
Stres jest definiowany jako uogólniona reakcja ada-
ptacyjna na różnorodne czynniki. Jest to sekwencja 

zdarzeń zapoczątkowana działaniem bodźca (streso-
ra), który uruchamia reakcje w ośrodkowym układzie 
nerwowym i prowadzi do pobudzenia procesów fizjolo-
gicznych, których celem jest zapewnienie przetrwania 
w niesprzyjających warunkach oraz w sytuacjach za-
grożenia życia. Pojęcie stresu i stresorów wprowadził 
Hans Selye (1), a jako ich przykład podał zmienne wa-
runki środowiska czy przeżycia emocjonalne. Stworzył 
również pojęcie ogólnego zespołu przystosowawczego 
(general adaptation syndrome – GAS), który podzielił na 
trzy główne etapy: faza alarmowa, faza przystosowa-
nia oraz faza wyczerpania. GAS to mechanizm nerwo-
wo-hormonalny, w którym zaangażowane są: współ-
czulny układ nerwowy, kora i rdzeń nadnerczy. Autor 
sugerował, że zdolność przystosowania się organi-
zmów do stresującej sytuacji jest ograniczona i uwa-
runkowana genetycznie. Późniejsze badania wykazały, 
że ważną rolę w regulacji osi podwzgórze-przysadka-
-nadnercza odgrywa układ limbiczny, w szczególności 
hipokamp, kora przedczołowa oraz ciało migdałowa-
te (2). Oznacza to, że stres powiązany jest z odczuwa-
niem emocji oraz tworzeniem wspomnień.

W wyniku działania stresora pobudzane są dwa typy 
odpowiedzi. Pierwszy z nich, pojawiający się w czasie 
krótszym niż minuta od ekspozycji na stresor, wyni-
ka z uwolnienia katecholamin. Powodują one między 
innymi przyspieszenie akcji serca i oddechów, wzrost 
ciśnienia krwi, spowolnienie motoryki przewodu po-
karmowego oraz uwolnienie zapasów glukozy do krwi.

Glikokortykosteroidy odpowiedzialne są za reakcję 
długotrwałą, rozwijającą się w czasie około godziny od 
ekspozycji na stresor. Profil wydzielania glikokortyko-
steroidów jest swoisty gatunkowo. Ptaki, szczury, pła-
zy i myszy wydzielają głównie kortykosteron, psy kor-
tyzol i kortykosteron, natomiast koty, naczelne i owce 
głównie kortyzol (3). Działanie glikokortykosteroidów 
prowadzi do wzrostu stężenia glukozy we krwi poprzez 
stymulację glukoneogenezy, ponadto pobudza wydzie-
lanie erytropoetyny. Hormony odpowiadające za reak-
cje stresowe uwalniane są również w sytuacjach, które 
nie stanowią zagrożenia, a jedynie silne pobudzenie, 
np. podczas kopulacji czy porodu (4).

Moberg i Mensch (5) zaproponowali podział reak-
cji stresowej u zwierząt na trzy elementy: rozpozna-
nie stresora, obronę oraz konsekwencje wynikające 
z działania czynnika stresującego. Wyróżnili oni rów-
nież dwa rodzaje stresu. Stres krótkotrwały (eustres), 
który postrzegany jest jako tzw. dobry stres, niemają-
cy negatywnych skutków dla organizmu. Wpływa on 
między innymi na poprawienie reakcji odpornościo-
wych. Jeśli jednak stresor działa długo lub działanie 

kilku stresorów kumuluje się, dochodzi do stresu prze-
wlekłego (distres). Jego skutki są odwrotne niż w przy-
padku stresu trwającego krótko, ponieważ mamy do 
czynienia ze zjawiskiem immunosupresji. W począt-
kowej fazie glikokortykosteroidy osiągają wysokie stę-
żenia i hamują syntezę białek, a w efekcie substancji 
prozapalnych. Za to przy dłuższej ekspozycji na stre-
sor ich stężenie utrzymuje się na niższym poziomie, 
ale przez dłuższy czas, wykazując działanie prozapal-
ne i immunosupresyjne. W efekcie osobniki narażone 
na długotrwały stres są znacznie bardziej podatne na 
zakażenia, choroby autoimmunologiczne oraz proble-
my z rozrodem (4).

Wskazania i możliwości badania stresu u zwierząt

W ostatnich latach zaczęto prowadzić coraz więcej ba-
dań na temat stresu i jego skutków u zwierząt. W przy-
padku zwierząt gospodarskich możliwość ogranicze-
nia stresorów i w efekcie sytuacji stresowych może 
mieć bezpośrednie przełożenie na poprawienie ich 
rozrodczości i produkcyjności. Niedawno zaintereso-
wano się metodami badania stresu u zwierząt dzikich, 
zwłaszcza pod kątem ochrony zagrożonych gatunków 
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oraz wynikającego z rozwoju cywilizacji konfliktu na 
linii człowiek-zwierzęta. Najczęściej do określania po-
ziomu stresu u zwierząt wykorzystuje się pomiar stę-
żenia kortyzolu. Jego stężenie można określać we krwi 
(w surowicy), moczu oraz ślinie, natomiast metabolity 
znaleźć można w mleku, włosach oraz kale. Określanie 
stężenia kortyzolu we krwi wykonywane jest dość po-
wszechnie, np. u zwierząt domowych do oceny czynno-
ści kory nadnerczy. Należy jednak pamiętać, że hormon 
ten jest wydzielany w rytmie okołodobowym i charak-
teryzuje się pikami w różnych momentach dnia. Dla-
tego wnioski oparte na jednokrotnym pomiarze mogą 
być obarczone dużym błędem (6). Ponadto, w kontekście 
badania poziomu stresu, metoda ta nie daje miarodaj-
nych wyników, ponieważ sama procedura pobierania 
krwi może być dla zwierzęcia stresująca i spowodo-
wać uruchomienie kaskady reakcji prowadzących do 
wzrostu poziomu kortyzolu w surowicy. We włosach 
metabolity kortyzolu pojawiają się dopiero po około 
miesiącu, a okres ten jest rożny dla różnych gatun-
ków (rodzaj włosów) oraz zależy od pory roku. Bardzo 
trudno jest zatem określić, kiedy dokładnie doszło do 
ekspozycji na stresor. Dlatego zaczęto poszukiwać in-
nych możliwości i metod, które można z lepszym skut-
kiem zastosować do badania poziomu stresu u zwie-
rząt, szczególnie żyjących na wolności. Badanie śliny 
i moczu również wiąże się z bezpośrednim kontak-
tem ze zwierzęciem. Próbowano pobierać mocz z gle-
by w jak najkrótszym czasie od mikcji, jednak pobra-
ne próbki charakteryzowały się niedostateczną ilością 
materiału do badań oraz dużą ilością zanieczyszczeń, 
co znacznie utrudniało ich analizowanie. W przypadku 
mleka możliwe jest wyłącznie badanie samic i to tyl-
ko tych będących w okresie laktacji (3). Dlatego bada-
nie metabolitów kortyzolu w kale (fecal cortisol me-
tabolite – FCM) zaczęło być coraz szerzej stosowane 
w szczególności u zwierząt dzikich i zamieszkujących 
ogrody zoologiczne. Jest to metoda całkowicie niein-
wazyjna i nie wymagająca bezpośredniego kontaktu 
z badanym osobnikiem.

Metabolizm hormonów steroidowych

Kortyzol we krwi związany jest ze swoistą globuliną 
– transkortyną i tylko ok. 5-10% pozostaje w formie 
niezwiązanej, która jest aktywna metabolicznie (7). 
Krążąca w organizmie wolna postać hormonu meta-
bolizowana jest w wątrobie, skąd jako związek sprzę-
żony trafia przez nerki do moczu lub wraz z żółcią do 
jelit. W jelitach związki sprzężone są intensywnie me-
tabolizowane przez bakterie, jednak nie dochodzi do 
rozłożenia ich szkieletu stearynowego, dzięki czemu 
można je wykrywać. W badaniu przeprowadzonym 
na zającach amerykańskich (Lepus americanus) po-
twierdzono, że stężenie wolnego kortyzolu we krwi 
odpowiada stężeniu metabolitów kortyzolu w kale (8). 
Czas pomiędzy momentem wyrzutu hormonów przez 
korę nadnerczy do krwi a ich pojawieniem się w kale 
jest różny dla odmiennych gatunków. Jest to zwią-
zane przede wszystkim z niejednolitym nasileniem 
metabolizmu oraz czasu pasażu jelitowego. Różne ga-
tunki zwierząt charakteryzują się również odmien-
nym sposobem oraz częstotliwością oddawania kału. 

Dla przykładu, najwyższe stężenie metabolitów kor-
tyzolu w kale u owiec stwierdzono po 12 godzinach 
od podania dożylnie ACTH, natomiast u koni dopie-
ro po 24 godzinach (3). Stężenie kortyzolu w suro-
wicy jest zmienne w ciągu dnia, dlatego ważne jest 
badanie próbek pobranych o tej samej porze i najle-
piej kilka razy w ciągu doby. Niezwykle istotna jest 
znajomość behawioru i trybu życia badanego gatun-
ku. Pozwala to dobrze zaplanować proces badawczy 
i sprawić, aby był łatwiejszy, a wyniki bardziej wia-
rygodne. Istotny jest też wpływ płci. Różnice mię-
dzy samcami i samicami dotyczą przede wszystkim 
poziomu bazowego kortyzolu we krwi, reaktywności 
układu podwzgórze-przysadka – nadnercza, budo-
wy chemicznej metabolitu oraz jego ilości wydziela-
nej do jelit. Badania wskazywały jednak na wyższe 
stężenie u samic (pies, kot, gepard, królik), u sam-
ców (szczur, lew morski, kura) albo brak różnic (wilk, 
nosorożec czarny, nosorożec biały, gołąb; 1). Zwy-
kle u samic stwierdzano raczej wyższe stężenia kor-
tyzolu we krwi, co związane jest prawdopodobnie 
z mniejszą zdolnością wiązania hormonów steroido-
wych z globulinami (transkortyna). U samic, w związ-
ku ze zmianami stężenia estrogenów i progesteronu, 
dochodzi również do zmienności poziomu kortyzo-
lu w cyklu płciowym. W przypadku samców, podczas 
badań prowadzonych na słoniach afrykańskich (Loxo-
donta africana) będących w okresie godowym (must), 
czyli okresie zwiększonego wydzielania testostero-
nu, nie odnotowano żadnych zmian stężenia korty-
zolu. Może jednak dochodzić do reakcji krzyżowych 
z hormonami androgenowymi podczas analizowania 
próbek w laboratorium (9).

Badanie metabolitów kortyzolu w kale

Podczas pobierania próbek kału ważna jest identy-
fikacja zwierzęcia i znajomość jak największej ilości 
szczegółów na jego temat (płci i wieku). W przypad-
ku zwierząt żyjących w ogrodach zoologicznych ob-
serwowanie ich podczas pobytu na wybiegu oraz roz-
dzielanie poszczególnych osobników w zagrodach czy 
boksach znacznie ułatwia przypisanie próbki do kon-
kretnego zwierzęcia. Ponadto znana jest płeć, wiek 
i  inne dane, jak np. przebyte choroby, ciąża, lakta-
cja. W przypadku zwierząt dzikich identyfikacja jest 
znacznie trudniejsza, choć stosuje się różne rozwią-
zania tego problem. Podczas badania nasilenia stresu 
u dzikich słoni afrykańskich z parku Serengeti w Tan-
zanii (10) naukowcy, obserwując zwierzęta z odpo-
wiedniej odległości, fotografowali je i dokładnie opi-
sywali każde zwierzę (wielkość, płeć, rozstaw ciosów, 
znaczenia na małżowinach usznych). Dzięki temu, gdy 
któryś z osobników oddał kał, można go było dokład-
nie zidentyfikować. Za każdym razem odnotowywano 
godzinę defekacji. Gdy stado odchodziło na bezpiecz-
ną odległość, pobierano próbki i nadawano im numer 
odpowiadający numerowi zwierzęcia w stworzonej 
wcześniej bazie danych (ryc. 1, 2, 3). Dzięki znajomo-
ści poszczególnych zwierząt oraz składu grup uda-
ło się odnotować zależność między poziomem stresu 
a liczbą osobników w stadzie oraz rozmiarem zwie-
rząt. Zależności te zostały potwierdzone w badaniu 
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prowadzonym przez inną grupę, na słoniach niema-
jących kontaktu z badanymi w pierwszym doświad-
czeniu (11). Inny przykład badań na afrykańskim ga-
tunku to określenie wpływu obecności ludzi na dziko 
żyjące lwy (Panthera leo) w Kenii (12). Obserwowano 
cztery stada oraz cztery koalicje samców. Co najmniej 
jednemu osobnikowi z każdej grupy założono w znie-
czuleniu obrożę telemetryczną, co pozwoliło na śledze-
nie zwierząt. Drapieżniki te wykazują największą ak-
tywność po zmroku, między godziną 18.00 a 8.00 rano 
i bez możliwości określenia ich położenia przy użyciu 
telemetrii przeprowadzenie takiego badania nie by-
łoby możliwe. Jeszcze inną metodę musiała zastoso-
wać grupa naukowców badająca wpływ zagęszczenia 
turystów na kozice (Rupicapra rupicapra tatrica) w Ta-
trzańskim Parku Narodowym (13). Ich zadanie było 
znacznie bardziej skomplikowane niż w przypadku 
identyfikowania słoni, ponieważ poszczególne kozice 
nieznacznie się między sobą różnią. Dlatego skupiono 
się wyłącznie na określeniu płci i przybliżonego wieku 
podczas obserwacji zwierząt przez lornetkę. Gdy za-
uważono, że któreś ze zwierząt oddaje kał, nanoszono 
jego lokalizację na przygotowaną wcześniej mapę, co 
ułatwiało później odnalezienie kału i pobranie próbek.

Przy pobieraniu i przechowywaniu próbek wyma-
gana jest szczególna staranność. Wykazano, że me-
tabolity kortyzolu nie są równomiernie rozmiesz-
czone w kale, dlatego zaleca się pobranie kilku jego 
fragmentów (co najmniej 0,5 g). Ważne jest, aby kał 
był dobrze uformowany, dlatego w przypadku zwie-
rząt z biegunką, np. psów pracujących w policji, u któ-
rych często występuje biegunka, nie udało się pobrać 
odpowiedniej ilości materiału i metoda ta okazała się 
mało przydatna do określenia stresu u tych zwierząt 
(14). W związku z tym, że czynniki środowiskowe, ta-
kie jak temperatura, wilgotność, promieniowanie sło-
neczne oraz enzymy bakteryjne, mogą wpływać na kał, 
materiał najlepiej jest pobrać możliwie jak najszyb-
ciej po defekacji i przechowywać schłodzony, a na-
stępnie zamrożony w temperaturze -20oC. W badaniu 
wpływu ww. czynników na zmiany stężenia metabo-
litów kortyzolu w kale tygrysów (Panthera tigris) od-
notowano, że FCM zaczyna ulegać rozkładowi po ok. 
48 h od defekacji (15). Dlatego w opublikowanych bada-
niach, próbki starano się pobierać maksymalnie 2 go-
dziny po defekacji, jednak było to zależne od panują-
cych danego dnia warunków atmosferycznych, w tym 
między innymi temperatury powietrza. W przypadku 
zbierania próbek w Tatrach w zimie, czas między od-
daniem kału a zebraniem próbki mógł być wydłużony 
ze względu na niską temperaturę otoczenia i pokry-
wę śnieżną. Niezależnie jednak od warunków, pojem-
niki z kałem przechowywano schłodzone, np. w  lo-
dówce turystycznej z wkładem chłodzącym) do czasu 
zamrożenia ich w temperaturze -20°C. W tej tempera-
turze zebrany materiał może być przechowywany na-
wet do 6 miesięcy.

Opracowano dwie metody przygotowania zebranych 
próbek do dalszych analiz. Pierwsza z nich polega na 
pobraniu próbki świeżego rozmrożonego kału o ma-
sie 0,5 g i homogenizację jej w 80% metanolu przez 
30 min. Po odwirowaniu supernatant należy odwiro-
wać z buforem w stosunku 1:10 (3)

Ryc. 1. Obserwacja stada słoni afrykańskich (Loxodonta africana) przy wodopoju. 
Obserwujący znajdują się w odległości, która nie wpływa na zachowanie się zwierząt

Ryc. 2. Dokładna obserwacja i znajomość danego gatunku pozwala na określenie ich 
płci i przybliżonego wieku. Na zdjęciu widoczne dwie dorosłe samice, starsza (po lewej) 
i młodsza (po prawej) oraz młode (w środku), którego płeć była trudna do określenia

Ryc. 3. Dorosły samiec w momencie oddawania kału oraz moczu. Miejsce defekacji 
zostaje opisane, a po odejściu stada pobierana jest próbka do badań
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Druga metoda opisuje ekstrakcję 0,2 g suszone-
go sproszkowanego kału gotowanego w 90 lub 100% 
etanolu. Z przeprowadzonych do tej pory badań moż-
na wywnioskować, że dla obu metod wyniki są po-
równywalne (16)

Otrzymane próbki poddaje się następnie badaniu 
metodą radioimmunologiczną (RIA) lub immunoen-
zymatyczną (ELISA). Badania porównawcze komercyj-
nych testów z użyciem kału od różnych gatunków dzi-
kich zwierząt wykazały, że najlepsze efekty daje użycie 
przeciwciał wykrywających kortykosteron (16). Mogą 
one być używane nie tylko w badaniu metodą radio-
immologiczną, ale również w metodzie ELISA. Okazało 
się jednak, że wiele uzyskanych rezultatów to wyni-
ki fałszywie dodatnie w związku z  reakcjami krzy-
żowymi zachodzącymi pomiędzy podobnymi struk-
turalnie związkami znajdującymi się w kale. Druga 
możliwość analityczna to użycie testu ELISA ze spe-
cjalnie przygotowanym przeciwciałem dla metaboli-
tów glikokortykosteroidów. Palme i Möstl (3) opisali 
grupę specyficznych testów dla metabolitów kortyzolu 
z użyciem 11-oksoetiocholanolonu jako immunogenu. 
Wyniki badań z użyciem tego przeciwciała były zado-
walające w przypadku krów i koni oraz zwierząt dzi-
kich, takich jak jelenie, zające czy słonie. Późniejsze 
publikacje potwierdziły trafność tej metody u wielu 
innych gatunków.

Istotna jest również metoda weryfikacji otrzyma-
nych wyników (6). Jako najważniejszą uznaje się wery-
fikację fizjologiczną, która polega na farmakologicznej 
indukcji fizjologicznych zmian w stężeniu glikokor-
tykosteroidów, w celu potwierdzenia ich wpływu na 
zmiany stężenia metabolitów w kale. Najczęściej wy-
korzystywaną metodą weryfikacji jest test stymula-
cji ACTH lub test hamowania niskimi dawkami dek-
sametazonu. W idealnych warunkach próbki kału są 

pobierane na krótko przed i w konkretnym czasie po 
podaniu ACTH lub deksametazonu, co powinno skutko-
wać znacznym wzrostem stężenia kortyzolu w surowi-
cy w teście stymulacji bądź spadkiem stężenia w teście 
hamowania. Opublikowano wiele badań na temat me-
tabolitów kortyzolu w kale, ale tylko w około połowie 
przeprowadzono weryfikację wyników. W przypadku 
zwierząt dzikich nie ma możliwości przeprowadzenia 
takiej weryfikacji, dlatego zaleca się, by każde zwierzę 
(grupa zwierząt) było swoją własną próbą kontrolną.

Badanie wielu próbek przed i po stresującym wy-
darzeniu, takim jak immobilizacja, poskramianie czy 
transport, może być przydatne do ustalenia związku 
wydarzenia ze wzrostem poziomu kortyzolu. Tego typu 
eksperymenty przeprowadzone dla wielu gatunków 
z różnych grup taksonomicznych wykazały, że zabie-
gi, takie jak znieczulenie, okiełznanie, ingerencja lu-
dzi w środowisko naturalne, wyzwania socjalne, róż-
ne warunki utrzymania, wpływają na zmianę stężenia 
metabolitów w kale.

Zmiany stężenia metabolitów kortyzolu  
u różnych gatunków zwierząt

Do tej pory przeprowadzono badania stężenia meta-
bolitu kortyzolu u wielu gatunków zwierząt (tab. 1). 
U jaguarów (Panthera onca) w niewoli badano wpływ 
zabiegu elektroejakulacji na poziom stresu (17). Zanim 
przystąpiono do zabiegu, pobierano próbki kału przez 
5 dni przed nim, tak, by ustalić bazowy poziom me-
tabolitów w kale dla danego zwierzęcia. Przez kolej-
ne 5 dni po zabiegu pobierano próbki i porównywano 
z otrzymanymi wcześniej wynikami. Okazało się, że 
w 80% przypadków stężenie FCM znacznie wzrosło 
w 1–2 dniu po znieczuleniu i elektroejakulacji. W in-
nym eksperymencie (18) kilkanaście zebr (Equus gre-
vyi) zostało przetransportowanych do innej części par-
ku Narodowego Meru w Kenii. Stężenia FCM w kale 
było mierzone w czasie immobilizacji, podczas poby-
tu w zagrodzie (kwarantanna) oraz po wypuszczeniu 
na wolność. Jako próby kontrolnej użyto stężenia FCM 
u zebr, które nie zostały odłowione i przetransporto-
wane. Podczas kwarantanny w zagrodzie w 3–4 oraz 
5–6 tygodniu od złapania, stężenie FCM było wyższe 
niż w momencie translokacji czy u zwierząt z grupy 
kontrolnej. Sugeruje to, że przebywanie w zamknięciu 
jest bardzo stresujące dla tych zwierząt. Poziom FCM 
wrócił do normy dopiero po około 11–18 tygodniach od 
momentu wypuszczenia na wolność. Wskazuje to na 
sukces i przystosowanie się zwierząt do nowego śro-
dowiska. Podobne badania przeprowadzono na noso-
rożcach (19). Badano nosorożce czarne (Ceratotherum 
simum) i białe (Diceros bicornis), poddane stresowi, ja-
kim był transport do nowych ogrodów zoologicznych. 
Próbki były pobieranie w czasie immobilizacji przed 
transportem oraz przez 6 kolejnych tygodni od przy-
jazdu do nowego miejsca pobytu. W sumie pobrano 
200 g kału od każdego zwierzęcia. Potwierdzono, że 
stężenie kortyzolu i jego metabolitów stopniowo spa-
dało, jednak rozkład tego spadku w czasie był różny 
dla różnych osobników. Kolejny przykład to porów-
nanie poziomu stresu u gepardów (Acinonyx jubatus) 
żyjących na wolności i przebywających w ogrodach 

Tabela 1. Przykłady gatunków zwierząt, u których określano stężenie metabolitów 
kortyzolu w kale

Zwierzęta towarzyszące pies domowy (Canis familiaris), kot domowy (Felis catus) 

Zwierzęta hodowlane bydło domowe (Bos taurus), owca domowa (Ovis aries), koń 
domowy (Equus caballus), świnia domowa (Sus domestica)

Gryzonie i zajęczaki myszy i szczury laboratoryjne, koszatniczka pospolita 
(Octodon degus), wiewiórka szara (Sciurus carolinensis), 
zając amerykański (Lepus americanus), pręgowiec 
amerykański (Tamias striatus)

Jeleniowate i wołowate jeleń szlachetny (Cervus elaphus), jeleń kanadyjski (Cervus 
elaphus canadiensis), sarna europejska (Capreolus 
capreolus), kozica tatrzańska (Rupicapra rupicapra tatrica)

Naczelne kapucynka białoczelna (Cebus albifrons), szympans 
zwyczajny (Pan troglodytes), pawian niedźwiedzi (Papio 
ursinus), makak królewski (Macaca mulatta) 

Dzikie kotowate gepard grzywiasty (Acinonyx jubatus), jaguar amerykański 
(Panthera onca), lew afrykański (Panthera leo), pantera 
mglista (Neofelis nebulosa), tygrys azjatycki (Panthera 
tigris) 

Dzikie psowate likaon pstry (Lycaon pictus), krokuta cętkowana (Crocuta 
crocuta) 

Słoniowate słoń afrykański (Locodonta africana), słoń indyjski (Elephas 
maximus)

Nosorożcowate nosorożec biały (Ceratotherium simum), nosorożec czarny 
(Diceros bicornis) 
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zoologicznych (20, 21). Wykazano, że zwierzęta w nie-
woli miały znacznie wyższy bazowy poziom FCM niż 
dzikie. Ponadto, poziom estradiolu i testosteronu był 
znacznie niższy. Wskazuje to na przewlekły stres 
u zwierząt w niewoli, który przekłada się na ich pro-
blemy z rozmnażaniem i większą podatność na choroby.

Podsumowanie

Monitorowanie aktywności kory nadnerczy poprzez 
badanie metabolitów uwalnianych hormonów jest 
przydatne do określania poziomu stresu u zwierząt. 
Stosuje się wiele metod, jednak badanie stężenia me-
tabolitów kortyzolu w kale wydaje się najlepsze i naj-
bardziej wiarygodne, zwłaszcza w przypadku zwie-
rząt dzikich. W związku z  tym, że próbki pobierane 
są w sposób całkowicie nieinwazyjny, nie dochodzi do 
dodatkowego stresu. Ponadto, można otrzymać wie-
le próbek od jednego osobnika, a wyniki pozwalają 
ocenić poziom stresu u badanych zwierząt. W przy-
padku zwierząt żyjących w ogrodach zoologicznych 
daje to możliwość oceny i poprawy warunków ich ży-
cia w niewoli. U zwierząt żyjących na wolności możli-
we jest badanie wpływu działalności ludzi i warunków 
środowiska oraz monitorowanie zdolności przystoso-
wawczych zwierząt, zwłaszcza gatunków zagrożonych 
wyginięciem. Jak zauważa w swoim artykule T. Kaleta 
(22): „Różnorodne zmiany w środowisku naturalnym 
następują dziś bardzo szybko i zdolność do skutecznej 
adaptacji będzie z pewnością wyznacznikiem składu 
gatunkowego fauny świata już w bliskiej przyszłości”. 
Ważne jest zatem dokładne zaplanowanie badań, któ-
re umożliwią monitorowanie adaptacji zwierząt i po-
mogą zapobiec niszczeniu środowiska naturalnego 
przez człowieka.
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