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Streszczenie 
Wprowadzenie i cel pracy. Wolnożyjące drobne gryzonie 
i ssaki owadożerne stanowią ważny element pożywienia dla 
wielu gatunków zwierząt mięso- i wszystkożernych, przyczy-
niając się do rozprzestrzeniania inwazji pasożyta Toxoplasma 
gondii w środowisku. Celem badań była ocena występowania 
zarażenia T. gondii w populacji wolnożyjących drobnych ssa-
ków z terenu woj. lubelskiego oraz określenie ich potencjalne-
go znaczenia w rozprzestrzenianiu tej inwazji w środowisku. 
Badania przeprowadzono w oparciu o detekcję i analizę DNA 
pasożyta izolowanego z próbek tkanek tych zwierząt.  
Materiał i metody. W ramach pracy pozyskano 60 padłych 
gryzoni i ssaków owadożernych z terenu woj. lubelskiego, 
należących do 7 gatunków. Z próbek narządów zwierząt wyi-
zolowano DNA przy pomocy zestawu komercyjnego (QIAGEN). 
Badania na obecność DNA T. gondii wykonano przy użyciu 
metody nested PCR oraz real-time PCR w oparciu o amplifi-
kację fragmentu genu B1. W celu określenia typu klonalnego 
pasożyta wybrane izolaty DNA badano metodą RFLP PCR 
z użyciem 12 markerów genetycznych. Produkty amplifikacji 
wybranych próbek poddano analizie sekwencyjnej i filoge-
netycznej.   
Wyniki. Ogółem wśród badanych w nested PCR i/lub real-time 
PCR 180 próbek narządów pobranych od 60 zwierząt, obec-
ność DNA T. gondii stwierdzono w narządach pochodzących 
od 10 gryzoni (16,7%). Badanie RFLP-PCR i analiza sekwencyjna 
wykazały obecność typu klonalnego II i III T. gondii w więk-
szości badanych próbek.   
Wnioski. Uzyskane wyniki badań wskazują na znaczny stopień 
zarażenia wolnożyjących drobnych ssaków (w szczególności 
gryzoni) z terenu Lubelszczyzny pierwotniakiem Toxoplasma 
gondii (16,7%), co potwierdza istotną rolę tych zwierząt jako 
rezerwuaru i wektora pasożyta w środowisku.
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Abstract
Introduction and objective. Free-living small rodents and 
insectivores are an important part of the diet of many species 
of carnivores and omnivores, contributing to the spread of T. 
gondii infections in the environment. The aim of the study 
was to assess the occurrence of T. gondii infection in the free-
living small mammals population from the Lublin Province, 
and to determine their potential importance in spreading 
this invasion in the environment. The research was based on 
the detection and analysis of the parasite DNA isolated from 
tissue samples.  
Materials and method. Sixty dead, small mammals from the 
Lublin Province, belonging to 7 species were collected. DNA 
from animal tissue samples was isolated using a commercial kit 
(QIAGEN). Tests for the presence of T. gondii DNA were performed 
by nested and Real-time PCR based on the amplification of the 
B1 fragment gene. To determine the clonal type of the parasite, 
selected DNA isolates were tested by RFLP PCR with 12 genetic 
markers. The amplification products of selected samples were 
subjected to sequencing and phylogenetic analysis.  
Results. Overall, among 180 tissue samples from 60 small 
mammals tested in nested and/or Real time PCR, T. gondii 
DNA was found in samples from 10 rodents (16.7%). RFLP-
PCR and sequence analysis revealed the presence of T. gondii 
clonal types II and III in the majority of the tested samples. 
Conclusions. The results of study indicate a high degree of 
T. gondii infection in free-living small mammals (especially 
rodents) from the Lublin Province (16.7%), and confirm the 
important role of these animals as a reservoir and vector of 
the parasite in the environment.
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WPROWADZENIE

Inwazja pasożytniczym pierwotniakiem Toxoplasma gondii 
może stanowić poważny problem zdrowotny zwłaszcza dla 
kobiet w ciąży i osób z osłabioną odpornością. Pierwotne 
zarażenie kobiety w okresie ciąży związane jest z ryzykiem 
transmisji pasożytów do płodu i wystąpienia u niego wad 
rozwojowych (toksoplazmoza wrodzona). U osób z osła-
bioną odpornością zarażenie T. gondii może przybrać formę 
uogólnioną, często powodującą śmierć. Jednak w większości 
przypadków toksoplazmozy nabytej u osób immunokom-
petentnych (ok. 85%) przebieg inwazji jest bezobjawowy, 
manifestujący się jedynie obecnością swoistych przeciwciał. 
W Polsce odsetek osób seropozytywnych szacuje się na ok. 
30–60%, w zależności od badanej grupy.

Źródłem form inwazyjnych pasożyta obecnych w środo-
wisku (oocyst) jest kot domowy i inne kotowate, wydalające 
wraz kałem formy dyspersyjne pierwotniaka. Dotychcza-
sowe badania wskazują na znaczną ekstensywność inwazji 
T. gondii wśród kotów w Polsce (do 70%), co potencjalnie 
może odzwierciedlać dużą częstość inwazji również wśród 
drobnych ssaków, które często stanowią pokarm kotów. 
Dane literaturowe, które są dość nieliczne, wskazują jednak 
na niższą niż oczekiwana częstość inwazji T. gondii wśród 
drobnych gryzoni i ssaków owadożernych w Europie (od 
kilku do ok. 10%) [1–3]. Także w Polsce brak jest na ten 
temat wystarczających danych. O znaczeniu tych zwierząt 
w epidemiologii toksoplazmozy mogą świadczyć m.in. wy-
niki badań prowadzonych na fermach świń w Holandii, 
które wykazały, że drobne gryzonie przypadkowo zjadane 
przez świnie znacznie przyczyniają się do rozpowszechnienia 
zarażenia tym pasożytem na fermie [2]. W Polsce odsetek 
świń zarażonych T. gondii ocenia się na ok. 11% [4]. Wyniki 
badań oparte na analizie ryzyka wskazują na surowe mięso 
i surowe produkty mięsne jako najczęstsze źródła inwazji 
T. gondii ludzi w Europie [5]. Określenie źródeł zarażenia 
pasożytem w odniesieniu do zwierząt rzeźnych może mieć 
duże znaczenie w aspekcie ochrony zdrowia konsumentów, 
natomiast dane dotyczące występowania zarażenia T. gon-
dii wśród drobnych gryzoni i ssaków owadożernych mogą 
przyczynić się do lepszego poznania dróg rozprzestrzeniania 
się toksoplazmozy w środowisku.

T. gondii jest gatunkiem polimorficznym i wykazuje struk-
turę klonalną. Dotychczasowe badania wskazują na wy-
stępowanie trzech zasadniczych linii klonalnych T. gondii 
(typy: I, II i III), różniących się zarówno genetycznie, jak 
i pod względem patogenności. W ostatnich latach zostały 
wykryte również inne odmiany genetyczne pierwotniaka 
oraz szczepy atypowe [6]. W Europie, od zwierząt najczęś-
ciej izolowany jest typ II, w mniejszym zakresie typ III i typ 
I (m.in. na Słowacji, we Włoszech i Szwajcarii) [7, 8]. Co wię-
cej, inwazje atypowymi szczepami obserwowano w Ameryce 
Płd., a w Ameryce Płn. wyodrębniono dodatkowy IV typ 
pasożyta [9]. Poznanie cech genetycznych szczepów T. gondii 
izolowanych od zwierząt i ze środowiska wzbogaca wiedzę 
o krążeniu pasożyta w środowisku [10]

CEL PRACY

Celem badań była ocena występowania zarażenia T. gon-
dii w populacji drobnych gryzoni i ssaków owadożernych 
z terenu woj. lubelskiego na podstawie detekcji DNA 

i charakterystyki molekularnej pasożyta oraz określenie 
potencjalnego znaczenia tych zwierząt w rozprzestrzenianiu 
inwazji T. gondii w środowisku.

MATERIAŁ I METODY

W ramach badań pozyskano 60 padłych drobnych ssaków, 
w tym 6 gatunków gryzoni: mysz polną, mysz zaroślową, nor-
nika zwyczajnego, nornicę rudą, polnika burego i mysz leśną 
oraz 1 gatunek należący do zwierząt owadożernych – ryjówkę 
aksamitną. Zwierzęta pochodziły z okolic 3 miejscowości 
z terenu woj. lubelskiego (tab. 1). Drobne ssaki pozyskiwano 
przy współpracy służb leśnych oraz mieszkańców wsi z terenu 
Lubelszczyzny.

Tabela 1. Liczebności i gatunki pozyskanych zwierząt z poszczególnych 
miejscowości

Gatunek Miejscowość Liczba zwierząt

Mysz polna (Apodemus agrarius)

Zastów Karczmiski 21

Skrzynice 18

Dąbrowa 1

Nornik zwyczajny (Microtus arvalis) Skrzynice 1

Polnik bury (Microtus agrestis) Zastów Karczmiski 1

Mysz leśna (Apodemus flavicollis) Skrzynice 1

Nornica ruda (Myodes glareolus)

Zastów Karczmiski 2

Skrzynice 1

Dąbrowa 1

Mysz zaroślowa (Apodemus sylvaticus)
Zastów Karczmiski 4

Skrzynice 1

Ryjówka aksamitna (Sorex araneus)
Zastów Karczmiski 2

Skrzynice 6

Ogółem 60

Źródło: badania własne.

Padłe zwierzęta poddawano sekcjonowaniu, a następnie 
pobierano próbki narządów: wątroby, nerek i płuc. W ko-
lejnym etapie z próbek narządów zwierząt wyizolowano 
DNA przy użyciu zestawu komercyjnego QIAmp DNA Mini 
Kit (Qiagen) (wg instrukcji producenta). Próbki DNA prze-
chowywane były w postaci zamrożonej (w temp. -20°C) do 
momentu przeprowadzenia dalszych analiz.

Badania na obecność DNA T. gondii w próbkach narządów 
zwierząt (180 próbek) wykonano przy użyciu metody nested 
PCR wg M.E. Grigg i J.C. Boothroyd (2001) [11] oraz real-
-time PCR z sondą TaqMan wg M.H. Lin i wsp. (2000) [12], 
wykrywających fragment genu B1.

Izolaty próbek dodatnich w nested PCR amplifikowano 
przy użyciu metody RFLP-PCR z wykorzystaniem dodat-
kowych 12 markerów genetycznych (SAG1, 5’SAG2, 3’SAG2, 
SAG3, AltSAG2, GRA6, BTUB, C22–8, C29–8, PK-1, L358 
i APICO). Otrzymane amplikony trawiono przy użyciu en-
zymów restrykcyjnych, a następnie produkty trawienia obra-
zowano na żelu agarozowym w świetle UV w celu określenia 
typu klonalnego, wg metody C. Su i wsp. (2010) [13].

Produkty amplifikacji wybranych próbek dodatnich dla 
poszczególnych markerów poddano także analizie sekwen-
cyjnej przy użyciu bazy BLAST oraz analizie filogenetycznej 
przy użyciu programu Geneious i porównaniu do sekwencji 
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referencyjnych szczepów: RH (typ I), ME49 (typ II), C56 
(typ III) oraz sekwencji atypowych z GenBanku.

Analizę statystyczną wykonano w programie Statistica 8.0 
(Tulsa, OK, USA), przy użyciu testu chi2, za istotne przyjmu-
jąc różnice przy p < 0,05.

WYNIKI

Ogółem wśród badanych w nested PCR i real-time PCR 
próbek narządów pobranych od 60 gryzoni i ssaków owado-
żernych obecność DNA T. gondii stwierdzono w narządach 
10 zwierząt (16,7%). W badaniu nested PCR wyniki dodat-
nie stwierdzono w narządach pochodzących od 6 zwierząt, 
natomiast w real-time PCR w narządach pobranych od 8 
zwierząt. Spośród 10 gryzoni dodatnich w PCR u 9 zwierząt 
wyniki dodatnie stwierdzono tylko w jednym z 3 badanych 
narządów. Natomiast w przypadku jednego gryzonia wyniki 
dodatnie stwierdzono w 2 z 3 badanych narządów. Biorąc 

pod uwagę miejsce pochodzenia zwierząt, wyższy odse-
tek wyników dodatnich w PCR stwierdzono dla zwierząt 
z miejscowości Zastów Karczmiski – 20% (6/30) – niż dla 
tych z miejscowości Skrzynice – 14,3% (4/28), jednak bez 
istotności statystycznej (p = 0,5638); gryzonie z Dąbrowy ze 
względu na ich niewielką liczebność nie były ujęte w analizie 
statystycznej (tab. 2).

W badaniu RFLP-PCR dla wybranych izolatów DNA, 
dla jednej z amplifikowanych próbek (nr 27P) otrzyma-
no wyniki dodatnie w reakcjach z użyciem wszystkich 12 
markerów. Analiza RFLP-PCR oraz analiza sekwencyjna 
w przypadku większości użytych markerów (9) w badaniu 
tej próbki wykazała typ II T. gondii oraz dla 2 markerów – 
odpowiednio typ II/III i typ I. W przypadku próbki nr 55N 
wyniki dodatnie otrzymano z użyciem 4 markerów, analiza 
RFLP-PCR wykazała typ III (2 markery) oraz typ II/III 
(1 marker) i typ I (1 marker). Dla próbki nr 23P wyniki do-
datnie otrzymano z użyciem 2 markerów i zidentyfikowano 
typ III T. gondii. Natomiast dla 2 kolejnych próbek (6P i 44W) 

Tabela 2. Wyniki badań narządów gryzoni i ssaków owadożernych przy użyciu badań nested PCR i real-time PCR

Lp.
Stanowisko  
pozyskania 

zwierząt
Gatunek

Wyniki nested PCR/ real-time PCR

wątro-
ba

nerka płuca
Ogółem 

+

1. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / + – / - + (1/3)

2. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

3. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

4. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

5. Zastów Karczmiski polnik bury – / - – / - – / - -

6. Zastów Karczmiski nornica ruda – / - – / - – / + + (1/3)

7. Zastów Karczmiski nornica ruda – / - – / - – / - -

8. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

9. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

10. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

11. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

12. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

13. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

14. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

15. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

16. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

17. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

18. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

19. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

20. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

21. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

22. Zastów Karczmiski mysz zaroślowa – / - – / - – / - -

23. Zastów Karczmiski mysz zaroślowa + / + – / - – / +- + (2/3)

24. Zastów Karczmiski mysz zaroślowa – / - – / - + / - + (1/3)

25. Zastów Karczmiski mysz zaroślowa – / + – / - – / - + (1/3)

26. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

27. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - + / + + (1/3)

28. Zastów Karczmiski mysz polna – / - – / - – / - -

29. Zastów Karczmiski ryjówka aksamitna – /- – / - – / - -

30. Zastów Karczmiski ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

31. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

Lp.
Stanowisko  
pozyskania 

zwierząt
Gatunek

Wyniki nested PCR/ real-time PCR

wątro-
ba

nerka płuca
Ogółem 

+

32. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

33. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

34. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

35. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

36. Skrzynice ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

37. Skrzynice ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

38. Skrzynice ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

39. Skrzynice ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

40. Skrzynice ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

41. Skrzynice ryjówka aksamitna – / - – / - – / - -

42. Skrzynice nornik zwyczajny – / - – / - – / - -

43. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

44. Skrzynice mysz polna – / + – / - – / - + (1/3)

45. Skrzynice mysz polna + / - – / - – / - + (1/3)

46. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

47. Skrzynice mysz polna + / + – / - – / - + (1/3)

48. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

49. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

50. Skrzynice nornica ruda – / - – / - – / - -

51. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

52. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

53. Skrzynice nornica ruda – / - – / - – / - -

54. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

55. Skrzynice mysz polna – / - + / - – / - + (1/3)

56. Skrzynice mysz polna – / - – / - – / - -

57. Skrzynice mysz zaroślowa – / - – / - – / - -

58. Skrzynice mysz leśna – / - – / - – / - -

59. Dąbrowa mysz polna – / - – / - – / - -

60. Dąbrowa nornica ruda – / - – / - – / - -

Ogółem
5/60

(8,3%)
2/60

(3,3%)
4/60 

(6,7%)
10/60 

(16,7%)

Źródło: badania własne
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produkt amplifikacji otrzymano tylko z użyciem jednego 
markera (SAG1). sekwencje zidentyfikowano jako typ II/III. 
W przypadku 6 próbek dodatnich dla genu B1 nie uzyskano 
wyniku dodatniego z użyciem dodatkowych markerów.

DYSKUSJA

Wolnożyjące drobne gryzonie i ssaki owadożerne mogą 
być wektorem wielu patogenów [14, 15], mogą być również 
odpowiedzialne za przenoszenie inwazji T. gondii na inne 
zwierzęta. Zwierzęta gospodarskie mogą zarazić się T. gon-
dii poprzez zjedzenie gryzonia, tak jest np. w przypadku 
świń (zwierzęta wszystkożerne). Zwierzęta gospodarskie 
i wolnożyjące mogą zjadać również martwe drobne ssaki, 
w których pasożyt obecny w cystach tkankowych zacho-
wuje przez dłuższy czas żywotność. Wykazano, że T. gondii 
jest odpowiedzialny na zmianę wzorców zachowań wśród 

gryzoni (np. brak strachu przed kotami), co zwiększa szanse 
upolowania zarażonych gryzoni przez koty i tym samym 
ryzyko transmisji inwazji na kotowate [16].

Wyniki badań serologicznych obrazują pośrednio eks-
tensywność inwazji T. gondii w danej populacji. Wśród 
wolnożyjących drobnych gryzoni i ssaków owadożernych 
seroprewalencja jest zróżnicowana w zależności od gatunku 
i obszaru badań. Wyższą seroprewalencję notuje się u zwie-
rząt bytujących w miastach niż w środowisku wiejskim [17], 
jednak możliwość transmisji pasożyta przez wolnożyjące 
drobne ssaki wydaje się większa na obszarach wiejskich, 
ze względu na częstszą obecność kotów polujących na te 
zwierzęta, co sprzyja również dalszemu rozprzestrzenianiu 
się inwazji na ludzi i zwierzęta gospodarskie [14]. W Polsce 
badania dotyczące seroprewalencji T. gondii u wolnożyjących 
gryzoni i ssaków owadożernych są nieliczne. Przeprowa-
dzone w ostatnim czasie badania 577 gryzoni z płn.-wsch. 
Polski wykazały niski odsetek wyników seropozytywnych, 
wynoszący 5,5% [18]. Podobną seroprewalencję notowano 
w Ameryce Płn. (5%), Australii (4%) i Azji (4%), natomiast 
wyższe odsetki stwierdzano w Afryce (24%) i Ameryce Płd. 
(18%) (wyniki uśrednione wg T.M. Galeh i wsp. 2020) [16]. 
Najniższe odsetki wyników seropozytywnych obserwowa-
no dotychczas w Europie, m.in. w Holandii (4%) [19] i we 
Francji 4,1–8,7% [20, 21]. Na wytwarzanie przeciwciał mogą 
wpływać różne czynniki, takie jak: genotyp pasożyta, in-
tensywność inwazji, gatunek i wiek żywiciela. Czas trwania 
odporności może być różny i u niektórych gatunków poziom 
przeciwciał po krótkim czasie może być niewykrywalny [16]. 
Wykazano również, że niektóre szczury i myszy zarażone 
na drodze transplacentalnej nie wytwarzają przeciwciał, 
podczas gdy pasożyty są obecne w ich tkankach [22].

Ze względu na znaczną czułość metody PCR badania ma-
jące na celu detekcję DNA pasożyta znalazły zastosowanie 
w ocenie prewalencji T. gondii w populacjach zwierząt. Wy-
niki badań innych autorów mające na celu wykrycie DNA 
T. gondii w tkankach wolnożyjących drobnych ssaków były 
zróżnicowane. Uzyskany w obecnych badaniach dość wysoki 
odsetek wyników dodatnich w badaniu PCR (16,7%) jest 
porównywalny z wynikami stwierdzonymi w Iranie (18%) 

Tabela 3. Wyniki analizy RFLP-PCR oraz analizy sekwencyjnej wybranych 
produktów amplifikacji dla poszczególnych markerów

Nr 
próbki

Markery genetyczne – genotyp

SA
G

1

5’
SA

G
2

3’
SA

G
2

SA
G

3

A
ltS

A
G

2

G
RA

6

BT
U

B

C2
2–

8

C2
9–

8

PK
-1

L3
58

A
PI

CO

1N - - - - - - - - - - - -

6P II/III - - - - - - - - - - -

23P - - - - - III* - - III - +/- -

23W - - - - - - - - - - - -

24P - - - - - - - - - - - -

25W - - - - - - - - - - - -

27P II/III* I/II* II* II* II II* II* II II II II I

44W II/III - - - - - - - - - -

45W - - - - - - - - - - - -

47W - - - - - - - - - - - -

55N II/III III - - III I - - - - +/- -

* wynik RFLP-PCR potwierdzony przez analizę sekwencyjną
Źródło: badania własne.

Rycina 1. Przykładowe wyniki RFLP-PCR i analizy filogenetycznej.
Źródło: badania własne
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[23] i na Słowacji (18,2%) [24]. Odsetek ten jest jednocześnie 
wyższy niż uzyskany w Czechach (1%) [1], w Serbii (10,4%) 
[25], w Holandii (10,3%) [2] i w Polsce [26], a także niższy 
od uzyskanego w badaniach przeprowadzonych w Anglii 
(53–59%) [27–29].

W obecnych badaniach dominującą odmianą genetyczną 
T. gondii stwierdzoną u gryzoni był typ II i w mniejszym 
zakresie typ III. Dane literaturowe odnoszące się do cha-
rakterystyki molekularnej T. gondii izolowanych od gryzoni 
są raczej nieliczne i dotyczą badań z użyciem pojedynczych 
markerów genetycznych, m.in. typ II stwierdzono u gryzoni 
w Anglii (SAG2) [30], a typ I u gryzoni na Słowacji (SAG2) 
[24].

WNIOSKI

Uzyskane wyniki badań wskazują na dość znaczny stopień 
zarażenia wolnożyjących drobnych ssaków pierwotniakiem 
Toxoplasma gondii (16,7%), co potwierdza istotną rolę tych 
zwierząt jako rezerwuaru i wektora pasożyta w środowisku. 
Wyniki badań ujawniają także potrzebę wdrażania akcji 
deratyzacyjnych na fermach hodowlanych celem ogranicze-
nia rozprzestrzeniania się inwazji T. gondii wśród zwierząt 
rzeźnych.

Genotypowanie wybranych produktów amplifikacji wy-
kazało w większości próbek tkanek gryzoni obecność typu 
II i III T. gondii. Uzyskane dane są zbieżne z wynikami 
innych autorów z Europy, wykazujących przewagę typu II 
T. gondii nad pozostałymi typami wykrywanymi w tkankach 
drobnych gryzoni. Jednak w celu dokonania pełnej oceny 
wymagana jest kontynuacja badań obejmujących większą 
liczbę zwierząt.
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