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1. Einleitung 
 

Reis (Oryza sativa) ist ein Grundnahrungsmittel. Er stellt für die Hälfte der 

Erdbevölkerung das Hauptnahrungsmittel dar und ist, gemessen am weltweiten 

Ertrag, die drittwichtigste Kulturpflanze (FAOSTAT 2005). Hierbei wird 80% des 

Ertrages im Nassanbau erzeugt (IRRI 2001). Bei dieser Anbauform kann es zur 

Akkumulation von Arsen im Reis kommen. Arsen (As) ist für seine bereits in geringen 

Mengen toxische Wirkung auf Menschen bekannt, wobei sich As-Formen und -

Verbindungen in ihrer Toxizität unterscheiden. Anorganisches As ist z.B. toxischer 

als organisches As.  

Pflanzen können As aufnehmen und über die Nahrungskette an den Menschen 

weitergeben. In der EU gibt es derzeit noch keine Grenzwerte für As in Lebensmitteln 

wie z.B. für Schwermetalle, da As-Fraktionen wie anorganisches As bisher nur 

ungenügend bestimmt werden konnten. Dies ist seit kurzem möglich (LGL 2005, Van 

der Meer 2007) und mit der Weiterentwicklung exakter Bestimmungsmethoden ist 

auch mit der Einführung von Grenzwerten zu rechnen (BVL 2005). Im Moment 

bestehen folgende Richtlinien für As:  

1.) Die Weltgesundheitsorganisation hat einen Grenzwert von 10 µg As L-1 für 

Trinkwasser festgelegt (WHO Guidelines for Drinking-Water Quality 1993).  

2.) Die Welternährungsorganisation (FAO) und die WHO  (JECFA) nennen als 

tolerierbare Aufnahmemenge (PMTDI) 1,5 µg As kg-1 Körpergewicht d-1.  

3.) In China wurde 2005 der Grenzwert für As in Lebensmitteln von 750 auf 150 µg 

kg-1 gesenkt (Stone 2008).  

4.) Für Reis haben einige Länder einen Höchstgehalt von 1 mg As kg-1 Korn-TS 

festgelegt (National Food Authority 1993). Dieser Wert wurde an Standorten mit 

gleichzeitig hohem As-Gehalt und hoher As-Verfügbarkeit andererseits erreicht 

(Meharg & Rahman 2003). Durch den Verzehr von Reis können also 

gesundheitsbedenkliche Mengen As aufgenommen werden. 

Des Weiteren kann es durch As-Toxizität zu Ertragsminderungen kommen. 

Standorte mit hohem As-Gehalt können natürlichen (Deposition im Ganges-Delta, 

Vulkanismus in Argentinien) und menschlichen Ursprungs sein (Bewässerung mit 

belastetem Grundwasser im Ganges-Delta; Einsatz As-haltiger Pestizide in 

Baumwollplantagen in den USA oder von Kampfstoffen im Vietnamkrieg; Bergbau in 

China). Die Pflanzenverfügbarkeit von As andererseits ist in durchlüfteten Böden
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1. Einleitung 

gering. Erst durch den Anbau von Nassreis werden reduzierende Bedingungen 

geschaffen und es kann, wie im Fall des Ganges-Deltas oder ehemaligen 

Baumwollplantagen, wo belastetes Grundwasser zur Bewässerung verwendet wird, 

zu einer verstärkten As-Aufnahme kommen (Abedin et al. 2002b, Meharg & Rahman 

2003). Hierbei herrschen anorganische As-Formen und unter diesen das Arsenit 

[As(III)] vor (Abedin et al. 2002), welches als die mobilere, phytotoxischere 

anorganische As-Form gilt (Abedin & Meharg 2002).  

Die Aufnahme von As(III) sowie eine Toxizität durch As(III) bei Reis sind wiederum 

nur teilweise erforscht. Dabei ist die Aufnahme ein wichtiges Glied in der Kette: As im 

Boden  Verfügbarkeit  Aufnahme  Verlagerung  As im Korn, während eine 

Toxizität das Wachstum und somit den Ertrag beeinflusst. Zudem ist nicht bekannt, 

wie eine As(III)-Toxizität die As(III)-Aufnahme beeinflusst und welche Wirkungen die 

As(III)-Aufnahme auf den Toxizitätsgrenzwert hat. 

Silizium (Si) ist im Gegensatz zu As für seinen positiven Einfluss auf das Wachstum 

von Reis bekannt. Dieser äußert sich u.a. durch eine erhöhte Toleranz gegen 

Trockenstress durch Verminderung der Transpiration, höhere Lichtausbeute in engen 

Beständen durch steilere Blattwinkelstellung sowie Resistenz gegen Krankheiten 

(Epstein 1994, 1999; Savant et al. 1997; Ma et al. 2001). Ma et al. (2008) zeigten, 

dass Si auch die As(III)-Aufnahme beeinflussen kann.  

Ziel der folgenden Arbeit ist, den Einfluss von Si auf die Aufnahme von As(III) sowie 

eine Toxizität durch As(III) bei Reis zu untersuchen. 
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2. Literaturübersicht 
 

2.1 As-Formen  
As ist ein Halbmetall aus der 5. Hauptgruppe des Periodensystems und nimmt 

Oxidationsstufen von –3 bis +5 an (Latscha & Klein 2002). Es gibt eine Vielfalt an As-

Formen, wobei in terrestrischer Umgebung die anorganischen überwiegen 

(Subramanian et al. 2002). Die wichtigsten anorganischen Formen sind hierbei das 

5-wertige (oxidierte) Arsenat [As(V)] und das 3-wertige (reduzierte) As(III) (Abb. 2.1). 

So liegt im Grundwasser ca. 50% des Gesamtarsens als As(V) vor (Samantha et al. 

1999). Organische Formen wie methylierte As-Säuren (MMAA, DMAA) (Abb. 2.1) 

kommen i.d.R. nur in geringer Menge vor (Rengel & Quaghebeur 2005). In der 

Bodenlösung dominiert As(V) unter oxidierenden Bedingungen, während unter 

reduzierenden Bedingungen hauptsächlich As(III) vorliegt (Masscheleyn et al. 1991, 

Marin et al. 1993). Abedin et al. (2002c) fanden bei Nassreis folgende As-Formen in 

der Bodenlösung: 36-63% As(III), 11-44% DMAA, 1-39% As(V) und 0-14% MMAA.  

 

 

        H3AsO3   AsO(OH)3  CH3AsO(OH)2  (CH3)2AsO(OH) 

         Arsenit              Arsenat       MMAA             DMAA 

Abb. 2.1: Struktur- und Summenformeln der As-Formen (Rengel & Quaghebeur 

2005). 

 

As(III) besitzt außerdem eine hohe Affinität gegenüber Schwefel. Es bilden sich 

Thioarsenite bzw. As(III)-Sulfide, wobei die exakte Stöchiometrie der Thioarsenit-

Komplexe nicht genau bekannt ist (Wood et al. 2002). Faktoren, die die As-Form 

beeinflussen, werden im Folgenden beschrieben. 
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2. Literaturübersicht 

2.2 As-Dynamik 
Die As-Formen unterliegen Umwandlungsprozessen. Dies wiederum beeinflusst 

Verfügbarkeit und Toxizität des As. Welche As-Form vorliegt, hängt davon ab, wie 

pH, Redoxpotential, andere Stoffe, Druck, UV-Licht, Temperatur und 

Mikroorganismen zusammenwirken. Man kann grob zwischen anorganischen und 

durch Mikroorganismen beeinflussten Prozessen unterscheiden, wobei manche 

anorganisch und / oder mikrobiell ablaufen. Erstere können Oxidations-/ Reduktions-, 

Ligandentausch-, Ausfällungs- oder Adsorptionsreaktionen sein (Subramanian et al. 

2002). Abb. 2.2 zeigt den Zusammenhang von pH und Redoxpotential in einem 

System mit 10 µM As, 10 µM S sowie O2 und H2O.  

           
Abb. 2.2: As-Form in Abhängigkeit von Redoxpotential und pH bei 25 °C und 1 atm 

mit 10 µM As, 10 µM S (Ferguson & Gavis 1972). 

pH 

 

Unter aeroben Bedingungen und bei neutralem bis schwach saurem pH liegt As(V) in 

den Dissoziationsstufen H2AsO4
- und HAsO4

2- vor. Es hat ähnliche chemische 

Eigenschaften wie Phosphat (Hingston et al. 1972) und wird wie dieses stark an 

Tonminerale oder Fe-, Mn- oder Al-Oxide sorbiert (Grafe et al. 2001, Goldberg 2002, 

Kinniburgh & Cooper 2004). Aufgrund der hohen Affinität zu FeOH kann As(V) als 
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Fe(III)AsO4 ausfallen (Pierce & Moore 1982, Takamatsu et al. 1985, Agget & 

Kriegman 1988). Wäre in dem System in Abb. 2.2 Fe enthalten, müsste dieses eine 

Fläche < pH 2,3 und Eh > 0,74 V enthalten. Unter leicht reduzierenden Bedingungen 

hingegen ist As(III) als ungeladenes H3AsO3 stabil. Sinkt das Redoxpotential weiter, 

können sich As-S-Komplexe bilden. Bei sehr niedrigem Redoxpotential kann 

außerdem flüchtiges AsH3 entstehen (Subramanian et al. 2002).  

Eine anorganische Oxidation von As(III) kann unterschiedliche Ursachen haben. So 

ist die Oxidation von As(III) durch O2 bei neutralem pH langsam, kann aber von Fe 

(Spliethoff et al. 1995, Smedley et al 2002, Samanta & Clifford 2005), Mn (Hammer 

et al. 1982) oder Al zusammen mit O2 katalysiert werden. Es wird von einer raschen 

Oxidation von As(III) in Gegenwart von Al-, Fe- oder Mn-Hydroxiden berichtet (Raven 

et al. 1999, Matera et al. 2003). Eine Oxidation durch NO3
- ist verhältnismäßig 

langsam (Hammer et al. 1982). Außerdem kann es zur Oxidation an Tonmineralen 

kommen, an die As(III) schwach und pH-abhängig sorbiert ist (Subramanian et al. 

2002). UV-Strahlung und damit verbundene O2-Radikalbildung kann die Oxidation 

von As(III) in wässrigen Lösungen verstärken (Hug et al. 2001). Organische Säuren 

wiederum können durch Komplexierung mit z.B. Fe eine Oxidation von Fe(II) zu 

Fe(III) verhindern und dadurch die As(III)-Oxidation vermindern (Neal et al. 2006).   

Mikroorganismen - aerobe und anaerobe Bakterien - beeinflussen ebenfalls 

Redoxreaktionen zwischen As(III) und As(V) (McCleskey 2004), wobei sie sowohl 

Reduktion als auch Oxidation katalysieren (Oremland & Stolz 2003, Silver & Phung 

2005). So gibt es einen über viele prokaryotische Taxa konservierten ars operon, 

welcher für eine Arsenat-Reduktase kodiert (ArsC) (Jackson & Dugas 2003). Die 

Reduktion kann der Detoxifizierung von aufgenommenem As(V) dienen. Zwar gilt 

As(III) als toxischer, doch kann dieses nun komplexiert, zu weniger toxischem 

organischem As methyliert (Turpeinen et al. 1999) oder mittels einer As(III)-Efflux-

Pumpe (ArsB) oder einem Carrier aus der Zelle exportiert werden (Rosen 2002).  

Eine Oxidation von As(III) hingegen kann als Energiequelle dienen (Santini et al. 

2007, Oremland et al. 2002, Rhine et al. 2006), welche entweder an O2 oder NO3
- 

gekoppelt ist (Harvey et al. 2002). So berichten Ahmann et al. (1997) und Turpeinen 

et al. (1999)  von einer raschen As(III)-Oxidation in Gegenwart von Mikroorganismen. 

Allerdings kann in Agrobacterium tumefaciens sowohl eine Oxidation als auch eine 

Reduktion ablaufen, wobei die Oxidation nicht mit einer Energiegewinnung für den 

Organismus gekoppelt ist (McDermott et al. 2006).  
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2.3 As und Reis 
2.3.1 Wirkung von As auf das Wachstum von Reis 
As beeinflusst das Wachstum von Reis meist negativ und kann zu 

Ertragsminderungen führen. Anorganisches As verursacht Symptome, die von 

geringerem Wurzelwachstum bis hin zum Pflanzentod reichen (Macnair & Cumbes 

1987). So wird das als „Straighthead“ bekannte Symptom auf As zurückgeführt 

(Rahman et al. 2008). Es kommt zu kleinwüchsigen Pflanzen, einer geringeren 

Bestockung, Sterilität der Blüten, verzögerter Ernte, geringerem Tausendkorngewicht 

und geringerem Ertrag (Tsutsumi 1980, Rutger et al. 2005, Rahman et al. 2008). 

Allerdings gibt es auch Berichte, dass z.B. DMAA Trockenmasse und Anzahl der 

Bestockungstriebe (Marin et al. 1992) erhöht. Die möglichen Ursachen einer 

Ertragsdepression werden im Folgenden genauer betrachtet.  

Im Zytoplasma finden sich die 4 As-Formen As(V), As(III), MMAA und DMAA wieder 

(Meharg & Hartley-Whitaker 2002). Diese  unterscheiden sich deutlich in ihrer 

Toxizität gegenüber Pflanzen. Dabei gilt anorganisches As als toxischer als 

organisches und 3-wertiges toxischer als 5-wertiges As (Tamaki & Frankenberger 

1992). Im Wesentlichen zeigen die Pflanzen 3 Reaktionen auf anorganisches As im 

Zytoplasma:  

1.) Reduktion des As(V),  

2.) Komplexierung des As(III) durch Glutathion (GSH) und / oder Phytochelatine,  

3.) Produktion von Antioxidationsmitteln und Radikalfängern im Zusammenhang mit 

oxidativem Stress. 

 

2.3.2 As(V)  und As(V)-Reduktion  
As(V) hat ähnliche chemische Eigenschaften wie Phosphat und kann den 

Energiehaushalt der Zelle stören. Es konkurriert mit Phosphat um ADP und bildet 

instabiles ADP-As(V), wodurch es die oxidative Phosphorylierung beeinträchtigt. 

(Kenney & Kaplan 1988, Ullrich-Eberius et al. 1989, Hartley-Whitaker et al. 2001, 

Meharg & Hartley-Whitaker 2002). 

Bertolero et al. (1987) nehmen an, dass die As(V)-Konzentration im Zytoplasma nicht 

ausreicht, um den Stoffwechsel maßgeblich zu hemmen, da As(V) i.d.R rasch 

reduziert wird. Eine Reduktion des As(V) in das zunächst toxischere As(III) ist 

erforderlich, da der Pflanze keine Detoxifizierungsmechanismen gegen As(V), wohl 

aber gegen As(III) zur Verfügung stehen.  
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Die Reduktion selbst kann nicht-enzymatisch und möglicherweise auch enzymatisch 

ablaufen. Nicht-enzymatisch reduziert das in hohen Konzentrationen in der Zelle 

vorkommende Glutathion As(V) (Delnomdedieu et al. 1993). Hierbei reduzieren 2 

Moleküle Glutathion 1 Molekül As(V) zu As(III), wobei das Glutathion unter Bildung 

von Disulfidbrücken oxidiert wird (GSSG) (Delnomdedieu et al. 1994) (Gl.1, Carter 

1995): 

 

AsO4
3-+ 2 GSH  AsO3

3- + GSSG + H2O     (Gl. 1) 

 

Das GSSG wird wiederum zu 2 Molekülen Glutathion regeneriert (Cobett 2000). 

Glutathion und GSSG sind in Abb. 2.3 dargestellt: 

 

 

Abb. 2.3: Glutathion in der reduzierten (GSH) und oxidierten Form (GSSG). 

[http://www.med.unibs.it/~marchesi/ppp.html 10.09.2003] 

 

Denkbar ist auch eine Reduktion mit anschließender Komplexbildung der 5-wertigen 

MMAA und DMAA (Gl. 2 u. 3, Carter 1995): 

 

CH3AsO(OH)2 + 4 GSH  CH3As(GS)2 + GSSG + 2H2O   (Gl.2) 

(CH3)2AsO(OH) + 3 GSH  (CH3)2As(GS) + GSSG + H2O   (Gl.3) 

 

Eine enzymatische Reduktion hingegen kann möglicherweise mittels einer 

Reduktase geschehen. So wurden im Reis homologe Gene des As(V)-Reduktase-
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Gens AtACR2 aus Arabidopsis thalliana gefunden (Duan et al. 2007). In Arabidopsis 

thalliana bewirkte ein silencing dieses Gens Hypersensitivität (Dhankher et al. 2006), 

da sich nun As(V) zu toxischen Konzentrationen akkumulieren konnte.  

 

2.3.3 As(III) 
As(III) reagiert leicht mit Thiolgruppen (-SH-Gruppen) von Proteinen und verursacht 

dadurch Funktionsstörungen von Enzymen und Gewebeproteinen mit folgendem 

Zelltod (Delnomdedieu et al. 1993, Ullrich-Eberius et al. 1989). So können u.a. Nitrat- 

und Nitritreduktase als auch Glutaminsynthetase beeinträchtigt sein (Jha & Dubey 

2004). Als Folge der Enzymhemmungen können sich z.B. niedermolekulare Zucker 

anhäufen (Jha & Dubey 2004b). Als Folge kommt es neben Chlorosen und 

vermindertem Spross- und Wurzelwachstum auch zu Störungen bei der Aufnahme 

und Verlagerung anderer Nährstoffe (Shaibur et al. 2006).  

Das bei der Reduktion entstandene, toxischere (s.o.) As(III) muss sofort sequestriert 

bzw. komplexiert werden (Ghosh et al. 1999), wobei dies wiederum durch Glutathion 

selbst oder mittels Phytochelatin (PC) geschehen kann. Ersteres geschieht durch 

Komplexierung des As(III) durch 3 Moleküle Glutathion (Gl.4, Carter 1995):  

 

AsO3
3- + 3 GSH  As(GS)3 + 3 OH-       (Gl. 4) 

 

Phytochelatine hingegen sind aus Glutathion synthetisierte Polypeptide, reich an 

Thiol- bzw. SH-gruppen und dienen der Komplexierung von Metallen und 

Halbmetallen. Sie werden von vielen Elementen induziert wie Ag, Cd, Cu, Zn, Hg, Pb 

und ihre Produktion als Antwort auf As wurde in mehreren Pflanzenarten gezeigt 

(Hartley-Whitaker et al. 2001, Raab et al. 2004, Schmöger et al. 2000, Sneller et al. 

1999). Erstellt werden sie durch eine Phytochelatin-Synthase (Grill 1987, Schmöger 

et al. 2000), welche die Glutathion-Moleküle verknüpft. Die Struktur der 

Phytochelatine ist (γ-Glutamin-Cystein)nGlycin mit n = 2-11. Allerdings sind (γ-

Glutamin-Cystein)2Glycin und (γ-Glutamin-Cystein)3Glycin bzw. Phytochelatin2 und 

Phytochelatin3 die am häufigsten anzutreffenden Formen (Cobbett & Goldsbrough 

2002, Raab et al. 2007).  

Bei der Detoxifizierung von As durch Glutathion oder Phytochelatine komplexieren 

immer drei  Thiolgruppen der Cysteine aus Glutathion bzw. Phytochelatinen ein 

As(III)-Molekül (Pickering et al. 2000, Schmöger et al. 2000).   
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As(V) induziert zwar auch die Phytochelatin-Synthese, hat allerdings keine Affinität 

zu den Thiolgruppen und wird nicht komplexiert (Schmöger et al. 2000). Es muss erst 

zu As(III) reduziert werden.  

Es gibt Ansätze, eine As-Toxizität durch die Syntheserate von PCs sowie durch das 

Verhältnis von gebundenen zu ungebundenen Phytochelatinen zu charakterisieren. 

So konnten Untersuchungen an Helianthus annuus mit As(V)-Applikation (Raab et al. 

2007) zeigen, dass bereits geringste Konzentrationen As die PC-Synthese 

induzieren und mit steigender, aber nicht-toxischer Konzentration des As-Angebotes 

zunächst alles As komplexiert wird. Hierbei weist das Verhältnis von freiem zu PC-

gebundenem As den Verlauf einer Optimumskurve auf, deren Höhepunkt noch vor 

der Konzentration liegt, ab der das Wurzellängewachstum beeinträchtigt ist. Somit 

kann möglicherweise auch bei Reis durch Bestimmung der As- und PC-Fraktionen 

ein Eingriff von As in den Zellhaushalt entdeckt werden.  

Da As-Thiol-Komplexe nur bei niedrigem pH stabil sind (Schmöger et al. 2000, 

Sneller et al. 2000), werden sie möglicherweise in der Vakuole gespeichert. So kann 

der Transporter ycf1p in Saccharomyces cerevisae As-Thiol-Komplexe aktiv in die 

Vakuole transportieren (Ghosh et al. 1999, Rosen 1999) und es wird angenommen, 

dass höhere Pflanzen dies auch können (Tong et al. 2004).  

 

2.3.4 Wirkung der As(V)-Reduktion 
Hartley-Whitaker et al. (2001) nehmen an, dass bei der Reduktion von As(V) (Gl.1) 

entstehende reaktive Sauerstoffverbindungen (u.a. O2
. -, OH., LOO., LO., H2O2, 

LOOH, O3, OCl-, und angeregte [Singulett-] Sauerstoffmoleküle 1O2) zur 

Lipidoxidation und somit zu Membranschäden führen. Als Reaktion auf 

anorganisches As und Zeichen von oxidativem Stress werden Antioxidationsmittel 

und Radikalfänger („Scavenger“) produziert (Hartley-Whitaker et al. 2001, Liu et al. 

2001). Sie können enzymatisch oder nicht-enzymatisch sein. So haben Mylona et al. 

(1998) an Zea mays gezeigt, das As(V) und As(III) zu höheren Gehalten an Katalase, 

Glutathion-S-Transferase und Superoxiddismutase führen. Meharg et al. (2006) 

konnten auch bei Reis mit P-Mangel und As(V)-Applikation eine erhöhte Produktion 

der Guiacol Peroxidase, Superoxiddismutase und Katalase feststellen. Nicht-

enzymatische Antioxidationsmittel im Reis sind Glutathion und Ascorbat  (Hartley-

Whitaker et al. 2001, Meharg & Hartley-Whitaker 2002).  
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2.3.5 Glutathion als Toleranzindikator? 
Obwohl Glutathion eine überragende Rolle bei der Detoxifizierung von As in der Zelle 

zu haben scheint, ist es kein guter Indikator für die Sensitivität oder Toleranz eines 

Genotypen. Für eine hohe As-Toleranz muss die Pflanze zwar das As reduzieren 

und komplexieren, aber gleichzeitig auch auf oxidativen Stress reagieren (s.o.). 

Glutathion wird für jeden dieser Schritte benötigt, ist aber gleichzeitig der Baustein 

der Phytochelatine. Bildet die Pflanze vermehrt Phytochelatine, kann es zu einem 

Mangel an Glutathion kommen. Ein geringer Glutathion-Gehalt kann also auf 

geringer Glutathion-Synthese oder erhöhter Phytochelatin-Synthese beruhen. As-

sensitive Genotypen können z.B. vermehrt oxidativen Stress aufweisen, da eine 

hohe Produktion von Phytochelatinen zu einem Glutathion-Mangel bei der 

Bekämpfung von reaktiven Sauerstoffverbindungen führt (Sneller et al. 1999, Hartley-

Whitaker 2001). So wiesen sensitive Reis-Genotypen hohe H2O2-Konzentrationen 

(Meharg et al. 2006) und sensitive Genotypen von Holcus lanatus erhöhten 

Ionenaustritt (Exosmosis) von K, P und As auf (Hartley-Whitaker et al. 2001). 

Letzteres deutet auf beeinträchtigte Membranfunktionen hin. Andererseits zeigten 

As(V)-tolerante Genotypen von Holcus lanatus weniger Lipidoxidation (Hartley-

Whitaker et al. 2001). So können sensitive Genotypen auch eine hohe Konzentration 

an Guiacol Peroxidase, Superoxiddismutase, Ascorbat-Peroxidase und Katalase 

sowie Glutathion und Ascorbat zeigen (Hartley-Whitaker et al. 2001). Toleranz oder 

Sensitivität scheinen also auf verschiedenen Ursachen im Stoffwechsel und einem 

Zusammenspiel aus Glutathion- und Phytochelatin-Synthese zu beruhen.  

 

2.4 As-Aufnahme 
Reis nimmt Arsen als anorganisches As(V) und As(III) oder organisches MMAA, 

DMAA (Marin et al. 1992, 1993) auf.  

As(V) wird aktiv durch das Phosphat Kotransport-System aufgenommen (Ullrich-

Eberius et al. 1989, Meharg & Macnair 1992). Es verhält sich wie im Boden und im 

Zytoplasma (s.o.) auch bei der Aufnahme analog Phosphat und beide konkurrieren 

um die gleichen Absorptionsstellen im Apoplasten und den gleichen Carrier in der 

Wurzelmembran (Meharg & Macnair 1992, 1994, Abedin et al. 2002, 2002 b, Wang 

et al. 2002). So kann Phosphat in der Lösung die As(V)-Aufnahme senken (Tsutsumi 

1980).  
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Die As(III)-Aufnahme von Reis hingegen ist weniger erforscht. So gibt es nur wenige 

Veröffentlichungen, die eine Aufnahme von As(III) durch Reis direkt behandeln 

(Abedin et al. 2002c, Meharg & Jardine 2003, Chen et al. 2005). In 

Kurzzeitversuchen (<30 min.) wurde mit abgeschnittenen Wurzeln eine 

Aufnahmekinetik erstellt. Hierbei schien die As(III)-Aufnahme: 

 a) nicht durch einen Phosphattransporter zu erfolgen, da As(III) und Phosphat in 

ihren chemischen Eigenschaften deutlich verschieden sind (Rengel & Quaghebeur 

2004) und Phosphat selbst bei hohen Konzentrationen die As(III)-Aufnahme nicht 

beeinflusste (Abedin et al. 2002c).  

b) im niedermolaren Bereich (0 - 0,0532 mM As) einer Michaelis-Menten-Funktion zu 

folgen, wobei sich verschiedene Sorten in der maximalen Aufnahmerate (Imax), nicht  

aber in der Affinität des Aufnahmesystems (Km) unterschieden (Abedin et al. 2002c).  

c) bei höheren Konzentrationen (>0,0532 mM As) linear abhängig von der 

angebotenen Konzentration zu sein (Abedin et al. 2002c). 

d) durch Glycerol und Sb kompetitiv hemmbar zu sein (Meharg & Jardine 2003).  

 

Die Autoren schließen daraus, dass Reis As(III) aktiv bzw. gegen den 

Konzentrationsgradienten durch einen Kanal aus der Familie der Aquaglyceroporine 

aufnimmt. Hierbei stützen sie sich darauf, dass Aquaglyceroporine Wasser und 

teilweise gelöste ungeladene Stoffe transportieren (s.u.), in allen Bakterien, Pilzen, 

Tieren und Pflanzen vertreten sind (Maurel 1997) und in hoher Konzentration in der 

Reiswurzel exprimiert werden (Li et al. 2000). Tatsächlich wurden in Hefe und 

Säugetieren bereits einige Aquaglyceroporine entdeckt, die As(III) transportieren 

(Saccharomyces cerevisae: Fps1pm, Wysocki et al. 2001; Säugetiere: AQP9, Rosen 

et al. 2002b). Zudem konnte Lsi1, ein Siliziumtransporter in Reis (Ma et al. 2006) der 

als nodulin 26-like intrinsic membrane protein (NIP) zu der Familie der Aquaporine 

gehört, als As(III)-transportierendes Aquaglyceroporin identifiziert werden (Ma et al. 

2008). Die Aufnahme von As(III) durch Aquaglyceroporine bei Reis ist also möglich. 

Im Folgenden wird daher näher auf die Eigenschaften von Aqua(glycero)porinen 

eingegangen. 
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2.5 Struktur, Funktionsweise, Selektivität und Regulierung der 
Aqua(glycero)porine 
Aquaporine sind Wassertransportproteine und gehören zur Familie der Major Intrinsic 

Proteins (MIPs) der transmembranen Kanäle (Maurel 1997). Sie kommen in der 

Plasmamembran (PIP) als auch im Tonoplasten vor (TIP), sind 26 – 30 kDa groß und 

bestehen aus 6 membrandurchspannenden α Helices, wobei N- und C-termini beide 

auf der zytosolischen Seite lokalisiert sind (Maurel 1999). Angeordnet sind 

Aquaporine als Tetramere, wobei jedes Monomer als Kanal fungiert, nicht aber der 

Raum in der Mitte der vier Monomere. 2 kleinere Schleifen falten sich aus 

entgegengesetzten Richtungen kommend symmetrisch zur Aquaporinmitte hin und 

geben dem Kanal die typische „Sanduhr“-Form (Abb. 2.4). Durch das 

Aufeinandertreffen dieser beiden Schleifen entsteht das so genannte NPA-Motiv, das 

aus einer hochgradig konservierten Asparagin-Prolin-Alanin-Sequenz in jeder der 

beiden Schleifen besteht. Asparagin 68 und Asparagin 203 sind nebeneinander so 

angeordnet, dass ihre Amidgruppe jeweils mit dem positiv geladenen 

Wasserstoffatom in den Kanal hineinragt (Tajkhorshid et al. 2001). Diese Stelle 

bestimmt zusammen mit der engsten Stelle des Kanals die Selektivität des 

Aquaporins. Letztere ist der so genannte Selektivitätsfilter (SF) und hat im 

Aquaglyceroporin GlpF (E.Coli) einen Durchmesser von ≤ 35 nm (Fu et al. 2000, 

Nollert et al. 2001).  
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Abb. 2.4: Schematische Darstellung eines Aquaporinkanals. 

[http://de.wikipedia.org/wiki/Aquaporin] 

 

Die Selektivität des Aquaporins beruht auf folgenden Substrat- bzw. 

Moleküleigenschaften: Durchmesser, sterische Anordnung, Ladung, die Fähigkeit 

Wasserstoffbrückenbindungen einzugehen und möglicherweise die Affinität zu –SH-

Gruppen.   

Aquaporine sind mit nur wenigen Ausnahmen hochselektiv gegenüber Ionen, 

insbesonders H+. Diese werden aufgrund der positiv geladenen Amidgruppen am 

Asparagin 68 und 203 zurückgehalten (de Groot et al. 2003). Außerdem wird an 

dieser Stelle wahrscheinlich der Grotthuss-Mechanismus, das Weiterreichen der H+ 

von Wassermolekül zu Wassermolekül, unterbrochen (s.u.). 

 

Der Weg eines ungeladenen Moleküls von der periplasmatischen zur zytosolischen 

Seite der Membran wird am Beispiel des Glycerol durch GlpF, einem bakteriellen 

Aquaglyceroporin, beschrieben:  

Durch den Kanaldurchmesser und Wasserstoffbrückenbindungen bedingt, können 

Moleküle ab einer bestimmten Stelle im Kanal nur einzeln hintereinander wandern 

(Fu et al. 2000). Der aliphatische / hydrophobe „Rücken“ des Glycerol ist apolaren 

Aminosäuren auf der einen Kanalinnenseite zugewandt, während die OH-Gruppen 

des Glycerol Wasserstoffbrückenbindungen mit polaren Gruppen (Carbonylgruppen 
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C=O) von Aminosäuren auf der gegenüberliegenden Kanalinnenseite sowie mit 

Wassermolekülen eingehen (Fu et al. 2000). Das Molekül wird nun über die 

Wasserstoffbrückenbindungen von Aminosäure zu Aminosäure weitergereicht, wobei 

es als H-Atom-Spender fungiert. Die engste Stelle des Kanals ändert nichts an der 

Transportweise und kann aufgrund des Moleküldurchmessers passiert werden. Das 

Glycerol liegt hier aufgrund seiner Struktur so, dass es die Transportbedingung der 

Wasserstoffbrückenbindungen erfüllt und diese Stelle gleichzeitig mit seinem 

kleinsten Durchmesser passiert. Auf halbem Weg zum Zytosol wird das Molekül 

durch die positiv geladenen Wasserstoffatome der Amidgruppen von Asparagin 68 

und 203 gezwungen, Wasserstoffbrückenbindungen einzugehen, wobei es nun 

zweimal das H-Atom vom Asparagin erhält (Tajkhorshid et al. 2001) und zu einer 

Rotation gezwungen wird (Tajkhorshid et al. 2002). Hierdurch wird vermutlich auch 

der Grotthuss-Mechanismus (s.o.) unterbrochen (Tajkhorshid et al. 2002).  

Die Polarität der Aminosäuren entlang der Kanalinnenwand bestimmt neben dem 

Kanalinnendurchmesser also die Selektivität (Tajkhorshid et al. 2001) und damit, ob 

es sich um ein reines Aquaporin oder ein Aquaglyceroporin handelt. So haben 

Aquaporine, die nur Wasser durchlassen, mehr Stellen mit hydrophilen Gruppen 

(statt Tryptophan 48 und Phenylalanin 200 nämlich Phenylalanin und Histidin). Diese 

würden ungünstig mit dem aliphatischen Teil des Glycerol reagieren (Tajkhorshid et 

al. 2001). Der Kanaldurchmesser von AqpZ, einem reinen Aquaporin, ist mit 24 nm 

deutlich kleiner als im Fall des Aquaglyceroporins GlpF (≤ 35 nm) (Tajkhorshid et al. 

2005). Je Aminosäure und Kanalinnendurchmesser gibt es Aqua(glycero)porine, die 

nur für Wasser (Maurel et al. 1993), für Wasser und ungeladene Teilchen wie 

Harnstoff (AQP3, Echevarria et al. 1994, Ishibashi et al. 1997) oder sogar für Ionen 

durchlässig sind  (AQP6, Agre et al. 2002). In Pflanzen transportieren Aquaporine 

u.a. Ammoniak und Ammonium (Jahn et al. 2004), Bor (Dordas et al. 2000) und 

Wasserstoffperoxid (Henzler & Steudle 2000). Diese Stoffe und Wasser können im 

Kanal in beide Richtungen fließen – allerdings passiv, entlang des osmotischen oder 

hydraulischen Gradienten (Maurel 1997). Z.B. ist die Geschwindigkeit, mit der 

Teilchen den Kanal passieren, bei Aquaglyceroporin in beide Richtungen gleich 

(Tajkhorshid et al. 2002b). Auch deuteten Simulationen mit unterschiedlichem 

hydrostatischem Druck eine lineare Abhängigkeit des Wassereinstroms von diesem 

an (Tajkhorshid et al. 2002c, 2004).  

 

14   
 



2. Literaturübersicht 

Reguliert werden Proteine und damit Aqua(glycero)porine auf zwei verschiedenen 

Ebenen. Erstens durch Kontrolle der Expression und damit der Häufigkeit des 

Proteins und zweitens über eine Kontrolle der Aktivität des einzelnen Proteins 

(Maurel & Chrispeels 2001). Der Kanal selbst kann geöffnet und geschlossen werden 

und unter Umständen auch kollabieren, wobei jegliche Regulierung auf der 

zytosolischen Seite der Membran erfolgt. Eine Phosphorylierung von Serin versetzt 

den Kanal in einen geöffneten Zustand, und er wird durch Dephosphorylierung, z.B. 

bei Trockenheit, geschlossen (SoPIP2 in Spinat, Johansson et al. 1998). Ebenso 

kann bei einem Absinken des zytosolischen pH von 7 auf 6 eine Protonierung von 

Histidin, z.B. unter anoxischen Bedingungen, den Kanal schließen (Tournaire-Roux 

et al. 2003). Auch freie Ca²+-Ionen verursachen ein Schließen des Kanals (Németh-

Cahalan & Hall 2000). „Geschlossen“ wird der Kanal, indem sich eine Schleife (loop 

D) des Proteins, welche ins Zytosol ragt, über die Kanalöffnung legt, eine 

hydrophobe Barriere an dieser Stelle bildet und den Kanal z.B. bei Spinat (SoPIP2) 

von >40 nm auf 8 nm verengt (die engste Stelle in SoPIP2 ist sonst 21 nm) 

(Tajkhorshid et al. 2006). Des Weiteren vermutet man, dass Öffnen und Schließen 

von dem osmotischen Druck bzw. der Osmolarität (Ye et al. 2004) und der 

Heteromerisation des Aqua(glycero)porins (Fetter et al. 2004) abhängig sind. 

Außerdem können die Verteilungswege vom Syntheseort zur Membran („membrane 

trafficking“) über den Golgi-Apparat (Chaumont et al. 2005) und durch die Anzahl der 

Kanäle je Membran reguliert werden. 

 

Bestimmte Stoffe können Aqua(glycero)porine blockieren. So können Quecksilber-

Verbindungen an SH-Gruppen binden oder Cystein-Reste im Eingangsbereich des 

Kanals oxidieren. Letzteres kann durch SH-reduzierende Stoffe wie 2-

Mercaptoethanol rückgängig gemacht werden. Allerdings gibt es hierbei deutliche 

Ausnahmen mit Hg-insensitiven Aquaporinen. So wirken verschiedene Hg-

Verbindungen unterschiedlich je nach Temperatur und pH (Naccahche & Sha´afi 

1974). In Versuchen mit intakten Pflanzen ist Hg problematisch, da einige Hg-

Formen auch starke Stoffwechselgifte sind (Maurel 1999). Spezifische Hemmstoffe 

oder Blocker für Aquaporine sind derzeit nicht bekannt. 
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2.6 As(III)-Aufnahme  
2.6.1 Transporter 
Damit ein Transport von As(III) durch Aquaglyceroporine stattfinden kann, müssen 

deren Eigenschaften kompatibel mit denen des As(III) sein. Dies ist der Fall, denn 

As(III) liegt bei leicht reduzierenden Bedingungen bei neutralem bis saurem pH als 

ungeladenes H3AsO3 vor (s.o.). Da es keine Ladung besitzt, würde es durch  positiv 

geladene Amidgruppen (s.o.) nicht zurückgestoßen werden. Das Molekül ist 

symmetrisch in Form einer Pyramide, mit einem Durchmesser von 411 pm (Abb. 2.5; 

Ma et al. 2008). Somit ist es kleiner als Kieselsäure (438 pm), welche u.a. durch 

NIPs transportiert wird (Ma et al. 2008). Mit seiner Größe würde H3AsO3 durch kein 

reines Aquaporin, aber durch ein Aquaglyceroporin mit ähnlichem Durchmesser wie 

GlpF passen. Die drei OH-Gruppen könnten die Wasserstoffbrücken eingehen und 

hierbei H-Atome spenden oder empfangen. Tatsächlich wurde bestätigt, dass die 

NIPs und Siliziumtransporter Lsi1 und Lsi6 (Ma et al. 2008) H3AsO3 transportieren. 

Zudem konnte der Siliziumtransporter Lsi2 als ein möglicher H3AsO3-H+-Antiport 

identifiziert werden. Hierbei kommt Lsi6 überwiegend im Spross vor, wird aber auch 

in geringen Mengen in Wurzel exprimiert. Lsi1 und Lsi2 kommen beide in der Wurzel 

vor, allerdings sind Lsi1 jeweils an der distalen und Lsi2 jeweils an der proximalen 

Seite von Exodermis und Endodermis situiert. Dementsprechend ermöglicht Lsi1 den 

Influx und Lsi2 den Efflux von Stoffen ins bzw. aus dem Zytosol.  

 

2.6.2 Aufnahmerate 
Aquaglyceroporine fungieren als passive Transporter (s.o.). Die Aufnahmefunktion 

eines einzelnen Kanals wie Lsi1 (s.o.) müsste eine lineare Korrelation zwischen 

Substratkonzentration und Aufnahmerate über einen bestimmten 

Konzentrationsbereich zeigen. Eine lineare Funktion kann allerdings bei Absättigung 

des Kanals in einem Plateau münden („linear response model“). Betrachtet man eine 

bestimmte Fläche der Membran, so bestimmt dort die vertretene Anzahl an 

Aquaglyceroporinen die maximal  aufnehmbare As(III)-Menge pro Zeiteinheit bzw. 

die Plateauhöhe. Hingegen ist die Wirkungsweise eines Transporters wie Lsi2 als 

H3AsO3-H+-Antiport vom H+-Gradienten abhängig, welcher durch H+-Transporter 

unter Verbrauch von Energie aufrecht gehalten wird. Da Lsi2 ein Effluxtransporter ist, 

würde ein Anstieg des externen pH-Wertes bzw. ein Absinken des pH im Zytosol den 

Transport verringern.  
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Mit steigender Konzentration ist zudem nicht auszuschließen, dass As(III) selbst die 

Funktion der Kanäle beeinträchtigt. So wurde bei der Bestimmung der Aufnahmerate 

an intakten Pflanzen bei höheren Konzentrationen eine toxische Wirkung des As(III) 

beobachtet (Hoffmann 2007). Es könnte das Schließen von Aquaglyceroporinen 

durch Stoffwechselwege im Zellinneren und durch Binden an SH-Gruppen 

verursachen. Eine Oxidation von Cystein im Eingangsbereich der 

Aqua(glycero)porinporen auf der apoplastischen Seite könnte zu einem Kollabieren 

der Kanäle führen, aber auch eine Inhibition von Aquaporin- als auch 

Aquaglyceroporin-regulierende Proteinkinasen oder Aktivierung von entsprechenden 

Phosphatasen im Zytosol ist möglich. Ebenso könnte Lsi2 direkt o. indirekt durch 

As(III) betroffen sein. Eine Beeinträchtigung der H+-Transporter o. Veränderung des 

pH würde die Aufnahmefunktion ebenfalls beeinflussen (s.o.). 

Da Lsi1 und Lsi6 Siliziumtransporter sind, Si bekannt für seinen Einfluss auf den 

Wasserhaushalt ist, dieser Aquaglyceroporine wie Lsi1 und Lsi2 sowie andere 

möglicherweise As(III)-transportierende NIPs beeinflusst, werden die Eigenschaften 

des Si im folgenden besprochen. 
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       H3AsO3          C3O3H8 

 

Abb. 2.5) Van der Waals Radii und Solvent excluded surface (Connolly-

Oberflächenmodell) von As(III) und Glycerol, gezeichnet mit Chem3D Ultra. Relative 

Darstellung mit Frontalsicht des geringsten Durchmessers. Atome: Rot = O, Weiß = 

H, Blau = As, Grau = C. 

 

2.7 Silizium 
2.7.1 Eigenschaften  
Silizium (Si) ist in Bezug auf die Masse als auch Anzahl der Atome das 

zweithäufigste Element der Erdkruste. Hierdurch kommt es je Ausgangsgestein auch 

in hohen Konzentrationen in der Bodenlösung vor. In Form von Kieselsäure findet es 

sich hier im Bereich von 0,12 bis 1,42 mM (Marschner 1995) bzw. 0,1 bis 0,6 mM 

(Epstein E. 1994) wieder. Diese Konzentrationen liegen noch über denen, die für 

andere anorganische Makronährstoffe (K+, Ca2+, SO4
2-...) als gängig betrachtet 

werden (Barber 1984).  
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Pflanzen nehmen Si auf, obwohl es nicht zu den Nährstoffen zählt. Sie enthalten Si 

in Konzentrationen von 0,1 bis 10% in der TM. Damit kann Si in Konzentrationen in 

der Pflanze vorkommen, die noch über denen der Makronährstoffe liegen. Takahashi 

& Miyake (1977) untersuchten 175 auf gleichem Boden gewachsene Pflanzenarten 

hinsichtlich ihrer Zusammensetzung. Von neun untersuchten Elementen wies Si die 

höchste Variabilität auf, was dazu führte, Pflanzen mit mehr als 1% Si in der Blatt-TM 

als Si-Akkumulatoren zu definieren. Reis zählt mit bis zu 10% Si in der TM ebenfalls 

zu den Si-Akkumulatoren (Takahashi et al. 1990).  

Si wird im Xylem verlagert und ein Einfluss der Transpiration auf die Verlagerung ist 

anzunehmen (Fauteaux et al. 2005, Mitani & Ma 2005, Ma & Yamaji 2006). Es hat 

die Eigenschaft bei höherer Konzentration zu polymerisieren und liegt dann 

hauptsächlich in Form von amorphem SiO2 x nH2O vor (Epstein 1994). Hierbei 

kommt Si in allen Pflanzenteilen vor, wobei es in Zellwänden akkumuliert. Da die 

Pflanze dabei im Vergleich zu Lignin oder Kohlenhydraten nur 3,7 bzw. 6,7 % der 

Energie aufbringen muss um Si in Zellwände zu inkorporieren, stellt dieses somit 

einen energetisch wesentlich günstigeren Baustein dar (Raven 1983). Zudem wirkt Si 

selbst in hohen Konzentrationen in der Pflanze nicht toxisch. Durch eine hohe Si-

Akkumulation kann es allerdings zu einem veränderten Phänotypen kommen. Eine 

kontinuierlich hohe Si-Ernährung führt bei Reis zu einer steileren Blattwinkelstellung, 

wobei die Blätter rauh und scharfkantig sind. 

 

Auf das Wachstum von Reis hat Si einen positiven Einfluss und im Reisanbau wird 

eine Si-Düngung vorgenommen um Höchsterträge zu erzielen, aber auch auf 

nährstoffarmen Böden wie z.B. Ultisolen kann so der Ertrag gesteigert werden 

(Yamauchi & Winslow 1989). Ohne Si hingegen sind Spross- und Korn-TM reduziert 

(Ma et al. 1989).  

Die physiologischen Zusammenhänge der positiven Wirkung von Si auf das 

Wachstum von Reis sind nicht gänzlich bekannt, jedoch konnte folgendes 

beobachtet werden: 

1.) Si kann die Transpirationsrate und stomatäre Leitfähigkeit senken und so einem 

exzessiven Wasserverlust bei Trockenheit vorbeugen (Agarie et al. 1998).  

2.) Aber auch in Nährlösung kann Si in Form von Kieselsäure zu erhöhtem 

Wachstum führen (Guo et al. 2005). 
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3.) In Nährlösung kann Si die Resistenz gegenüber Salzstress erhöhen (Natoh et al. 

1986) 

4.) Mn-Toxizität kann in Nährlösung durch Si vermindert werden (Horiguchi 1988). 

5.) Si-Ernährung führt zu vermindertem Pilzbefall (Jones & Hendreck  1967, 

Fauteaux et al. 2005).  

Zudem wurde von verminderter As-Aufnahme und -toxizität bei ausreichender Si-

Ernährung berichtet. Der Einfluss von Si auf die As-Aufnahme und –toxizität wird im 

Folgenden besprochen. 

 

2.7.2 Einfluss von Si auf die As-Aufnahme  
Si kann die As(III)-Aufnahme und -toxizität möglicherweise lindern. Guo et al. (2005) 

berichten von deutlich verminderten As-Konzentrationen in Spross- und Wurzel-TM 

durch Kieselsäureapplikation (0,5 mM) bei einem As(V)-Angebot von 6,7 und 13,3 

µM in Nährlösung. Gleichzeitig führte die As(V)-Applikation zu einer geringeren 

Akkumulation von Si in der Wurzel-TM. Hierbei ist aber unklar, wie Si die As(V)-

Aufnahme beeinflusst. Möglicherweise lag ein Teil des As als As(III) vor, denn es ist 

bekannt, dass ein kontinuierliches Angebot von Si die Expression der Si-Transporter 

Lsi1 und Lsi2 (s.o.) auf ¼ reduziert (Ma et al. 2006, Ma et al. 2007). Durch Senken 

der Anzahl der Transporter könnte Si somit die As(III)-Aufnahme über Lsi1 und 

Translokation mittels Lsi2 verringern (Ma et al. 2008). Da As(III) u.a. durch 

Aquaglyceroporine aufgenommen und zudem im Xylem verlagert wird, kann 

möglicherweise auch eine durch Si herabgesetzte Transpiration einen Einfluss auf 

Aufnahme und Verlagerung haben. In ihren Versuchen fanden Ma et al. (2008) nach 

7 Tagen Behandlung mit 2 µM As(III) und 0,5 mM Kieselsäure eine signifikante 

Abnahme der As-Konzentration im Xylem-Saft wie auch im Spross. 
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2.8 Hypothesen 
Aus den besprochenen Eigenschaften von As(III) und Si sowie der möglichen Wege 

von Aufnahme und Verlagerung lässt sich auf einen Einfluss von As(III) und Si auf 

den Wasserhaushalt der Pflanze schließen. Hieraus leiten sich folgende Hypothesen 

ab: 

1.) Die As(III)-Aufnahmerate intakter Reispflanzen erfolgt passiv und zeigt unter nicht 

toxischen Konzentrationen einen linearen Verlauf in Abhängigkeit der Konzentration.  

2.) As(III) beeinflusst den Wasserhaushalt und die Transpirationsrate von Reis. 

3.) Si führt zu einer verminderten Aufnahme von As(III) sowie Translokation von As, 

wodurch die schädigende Wirkung von As(III) auf das Wachstum von Reis 

vermindert wird.  

 

Aufgrund dieser Literaturübersicht und der daraus abgeleiteten Hypothesen werden 

im Folgenden Kapitel 3 Versuche zur Auffindung eines Parameters zur As(III)-

Toxizität besprochen, mit deren Hilfe anschließend die Wirkung von As(III) auf das 

Wachstum von Reis in Abhängigkeit der Si-Ernährung genauer untersucht wurde 

(Kapitel 4). Daher wird der gegenwärtige Wissensstand dort getrennt und scharf 

fokussiert sowie die angewendeten Methoden vorangestellt.  
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3.1 Ziel der Methodik  
Ziel der Verfahren war, die toxische Wirkung von Arsenit auf das Wachstum intakter 

Pflanzen und die Arsenitaufnahme zu untersuchen. Da eine Aufnahmekinetik 

lediglich im nicht-toxischen Bereich sinnvoll ist, musste zunächst untersucht werden, 

ab welchen Konzentrationen Arsen das Wachstum beeinflusst. Hierfür bedurfte es 

eines quantifizierbaren Parameters, der auch bei Pflanzen ohne äußere Symptome 

in vivo und im Versuchszeitraum Unterschiede zwischen behandelten und 

unbehandelten Pflanzen aufzeigen kann. An drei Wochen alten Pflanzen in 

Nährlösung wurden daher folgende Parameter untersucht: 

- die Transpirationsrate und Photosyntheserate im Verlauf eines Tages 

sowie im Verlauf von 10 Tagen. 

- die Frischmasseentwicklung über 11 (Vorversuch) sowie über 7 Tage.  

 

3.2 Pflanzenmaterial und Kulturverfahren 
3.2.1 Kultur 
Samen der Reissorte ’Selenio’ wurden 4-6 Tage bei Raumtemperatur in 

Leitungswasser zum Keimen gebracht. Die Keimlinge wurden anschließend in 

Filterpapier gerollt und die Rollen hochkant  für 6 Tage in Leitungswasser gestellt. 

Sämlinge gleicher Spross- und Wurzellänge wurden anschließend in schwarze 5L 

Kunststoff-Töpfe mit unbelüfteter Nährlösung überführt. Hierzu wurden die Pflanzen 

auf Höhe des Samens in Schaumstoff geklemmt und so auf Kunststoffplatten gelegt, 

dass die Wurzel vollständig in Nährlösung getaucht war. Anzucht und 

Differenzbehandlung erfolgten in einer Klimakammer (Vötsch Industrietechnik 

GmbH) bei 25 / 20 °C Tag- / Nachtlufttemperatur (je 12 Stunden), 70 % rF und 200 

µmol m-2 s-1 PAR in Bestandeshöhe. 
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3.2.2 Nährlösung 
Die Pflanzen wurden in unbelüfteter Nährlösung ohne bzw. mit Si in Form von 0,89 

mM K2SiO3 kultiviert, die jeden zweiten Tag gewechselt wurde und folgende 

Zusammensetzung hatte (in mM): 1 Ca(NO3)2*4 H2O; 0,097 KH2PO4; 0,723 

MgCl2*6H2O; 0,1 MgSO4*7H2O; 0,428 NH4NO3; und in µM: 0,079 CuSO4*5H2O; 17,9 

Fe (als Chelat, Sequestren); 2,00 H3BO3; 1,82 MnSO4*H2O; 0,071 

(NH4)6Mo7O24*4H2O; 0,765 ZnSO4*7H2O. Ein K-Ausgleich der Kontrolle fand mit 0,89 

mM K2SO4 statt. Die Lösung wurde während der Anzucht alle 2 Tage, während der 

Differenzbehandlung täglich gewechselt und mit KOH auf pH 6 eingestellt. 

 

3.2.3 Ernte 
Die Pflanzen wurden mit destilliertem Wasser gespült und Spross- und Wurzel 

getrennt hinsichtlich ihrer Frisch- und Trockenmasse sowie Gesamtarsengehalte 

untersucht. 

 

3.3 Differenzbehandlung 
Während der Differenzbehandlung wurden die Pflanzen in der Nährlösung mit As(III) 

in den Konzentrationen 0; 1,335; 5,339; 10,678; 16,017; 21,356 und 26,695 µM 

versorgt.  Die Konzentrationen wurden aus 2 Stammlösungen hergestellt (1,335 und 

5,339 µM aus 1,602 mM; >5,339 µM aus 12,280 mM). Für die Stammlösungen 

wurde NaAsO2 in destilliertem Wasser aufgelöst und verrührt. Sie wurden alle 4 

Tagen neu angesetzt und kühl in gläsernen Erlenmeyerkolben gelagert. Der 

Gasraum im Kolben wurde nach jeder Verwendung mit N2 gespült.  

 
3.4 Analytische Verfahren 
3.4.1 Transpiration und Photosynthese 
Transpiration und Photosynthese wurden mit dem Li-Cor 6400 (LI-COR Biosciences, 

Inc.) an der breitesten Stelle des jüngsten voll entwickelten Blattes gemessen (Abb. 

3.1), wobei der Messapparat täglich kalibriert wurde. Um die betroffene  Blattfläche 

zu berechnen wurde die Blattbreite an den Enden der Küvette auf einen Milimeter 

genau ausgemessen und der Mittelwert der Breiten mit der Länge der Küvette 

(innen) multipliziert. Im Verlauf mehrerer Tage wurde immer an der gleichen Stelle 

gemessen und die Blattfläche stets neu vermessen. Die Messungen erfolgten hierbei 

immer in der gleichen Reihenfolge gegen Ende der Belichtungszeit, täglich zum  

gleichen Zeitpunkt. 
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Abb.3.1: Messung der 

Transpirations- und 

Photosyntheserate an 

Reis. 

 
 
 
 
 

 
3.4.2 Wiegen der Frischmasse 
Einzelne Pflanzen wurden der Nährlösung entnommen und zum Abtropfen an einen 

Galgen gehängt. Nach 60 s wurde jede Pflanze an einem weiteren Galgen auf einer 

Analysenwaage gewogen (Abb.3.2) und wieder in die Nährlösung gesetzt. Die 

Messungen erfolgten immer in der gleichen Reihenfolge gegen Ende der 

Belichtungszeit und täglich zum gleichen Zeitpunkt.  

 

Abb.3.2: Ermittlung 

der Frischmasse in 

vivo an jungen 

Pflanzen.  
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3.4.3 Arsen im Pflanzenmaterial 
Ca. 10 mg (genaue Einwaage verrechnet) getrocknetes und zerkleinertes 

Pflanzenmaterial wurden mit 1,5 mL (Spross) bzw. 1 mL (Wurzel) reinster 65%-HNO3 

über Nacht bei Raumtemperatur und 30 min. bei 60 °C aufgeschlossen. Nach 1:8-

Verdünnung und Filtern durch Blaubandfilter (Machery-Nagel, MN 640d – Ø 90 mm) 

wurde der Arsengehalt per ICP-MS gemessen. 

 

3.4.4 Arsen in Nährlösungen 
Mindestens 20 mL Nährlösung und Stammlösung wurden in Falcongefäßen mit 400 

µL 80%-H3PO4 unter ständiger N2-Durchspülung des gasgefüllten Raumes 

aufgefangen und die Gefäße anschließend verschlossen. Die Proben wurden 

innerhalb eines Tages am Umweltforschungszentrum in Leipzig an einer ELAN 5000 

ICP-MS (Perkin Elmer) nach Londesborough et al. (1998) auf ihre As-Form und 

Konzentration untersucht.  

Die Gesamt-As-Konzentration wurde zusätzlich per ICP-MS gemessen. Hierzu 

wurden Proben 1:10 verdünnt und durch Blaubandfilter filtriert, ggf. bei 4 °C bis zur 

Messung gelagert.  

 
3.4.5 pH 
Der pH-Wert wurde mit einem Potentiometer (Microprocessor pH-Meter, WTW pH 

196) überprüft. 

 

3.5 Statistische Verfahren 
Pflanzen für die Versuche zur Transpiration, Photosynthese und 

Frischmasseentwicklung über 7 Tage stammten aus einer Anzucht, wobei für jeden 

der Versuche andere Pflanzen verwendet wurden. Die Pflanzen zu der Messung der 

Frischmasseentwicklung über 11 Tage (Vorversuch) stammten aus einer anderen 

Anzucht. 

Darstellungen wurden mit SigmaPlot 10.0 (Systat Software Inc.) und statistische 

Tests mit R 2.2.1 angefertigt.   

 
3.5.1 Transpiration und Photosynthese 
Arsenit wurde jeweils 4 Pflanzen in einem Topf angeboten (1 Topf =1 Wiederholung) 

und je Behandlungsstufe 3 Wiederholungen voll randomisiert 
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3.5.2 Frischmasse 
Für die Messungen über 11 Tage (Vorversuch) wurde Arsenit in den 7 

Behandlungsstufen jeweils 10 Pflanzen in einem Topf angeboten. Die Messungen 

über 7 Tage erfolgten mit jeweils 4 Pflanzen je Topf und 4 randomisierten 

Wiederholungen.  

Für die Versuche wurden gesunde Pflanzen aus der Anzucht nach Zufall ausgesucht 

und zu Versuchsbeginn auf die Behandlungsstufen verteilt. Für die Messungen über 

7 Tage, nicht jedoch für den Vorversuch,  wurden diese Pflanzen gezielt nach ihrem 

Gewicht auf die Behandlungsstufen verteilt, um eine geringe Variabilität innerhalb 

wie auch zwischen den Behandlungsstufen zu erreichen.  
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3.6 Überprüfung der Versuchsbedingungen 
Um ein As-Angebot in Form von As(III) zu gewährleisten wurde die As-Form in 

Nährlösung mit Pflanzen überprüft. As(III) war in den Lösungen stabil, denn selbst 

nach 72 h wurde weniger als 5% des applizierten As(III) als nicht-As(III)-Form 

wiedergefunden (Abb. 3.3). Eine Oxidation zu As(V) ist demnach zu vernachlässigen. 

Fe-Applikation in chelatisierter Form (Sequestren) bis 35,8 µM Fe förderte die 

Oxidation nicht, so dass ein Angebot von As(III) in unbelüfteter, aber nicht 

sauerstofffreier Nährlösung mit Fe als Chelat über einen Zeitraum von 24 h möglich 

ist. 
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Abb.3.3: As-Spezies in der Nährlösung nach Zugabe von 0,6 mg NaAsO2 L-1 und Fe 

(Sequestren).  

 
3.7 Einfluss von As(III) auf Transpirations- und Photosyntheserate 
Eine Behandlung mit As(III) kann junge Reispflanzen erheblich in ihrer Transpiration 

und Photosynthese beeinträchtigen (Abb. 3.4). Bereits 1 Tag nach Applikation von 

As(III) waren Transpirations- und Photosyntheserate durch Konzentrationen ≥16,017 

µM  As(III) signifikant vermindert. Im weiteren Verlauf veränderte sich die Wirkung 

nicht. In einem zweiten Versuch konnte die rasche Reaktion der Pflanze bestätigt 
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werden (Abb.3.5). Bereits 3 h nach der As(III)-Zugabe führten Konzentrationen 

≥10,678 µM As(III) zu einer verminderten Transpirations- und Photosyntheserate. 

Nach 6 h war die As(III)-Wirkung deutlich größer.  
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Abb.3.4: Einfluss der As(III)-Konzentration auf die Transpirationsrate (A) und 

Photosyntheserate (B) im Verlauf einer 10-tägigen Behandlung . 
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Abb.3.5: Einfluss der As(III)-Konzentration auf die Transpirationsrate (A) und 

Photosyntheserate (B) im Verlauf einer 1-tägigen Behandlung. 
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3.8 Einfluss von As(III) auf die Frischmasse 
As(III) beeinflusst die Bildung der Frischmasse deutlich messbar. Während 

Kontrollpflanzen ihre Frischmasse von ~200 auf mehr als 600 mg Pflanze-1 in dem 

Messzeitraum verdreifachten, verminderte 10,7 µM As(III) (Vorversuch, Abb.3.6 A) 

bzw. 5,3 µM As(III) (Abb.3.6 B) den Ertragszuwachs signifikant. Zudem führten die 

beiden höchsten Konzentrationen jeweils zu Behandlungsbeginn zu einer Abnahme 

der Frischmasse. Die signifikante Wirkung des Frischmassezuwachses trat bereits 

einen Tag nach Behandlungsbeginn ein und verstärkte sich im Versuchsverlauf. So 

traten Unterschiede zur Kontrolle einerseits in Abhängigkeit der As(III)-Konzentration, 

andererseits in Abhängigkeit der Behandlungsdauer auf. Abb. 3.6 B zeigt, dass mit 

≥10,7 µM As(III) behandelte Pflanzen bereits nach 1-2 Tagen, aber mit 5,3 µM As(III) 

behandelte Pflanzen erst nach 5 Tagen einen signifikant verminderten 

Frischmassezuwachs aufweisen.  

Im Vorversuch über 11 Tage zeigten mit 1,3 µM As(III) behandelte Pflanzen zudem 

ein erhöhtes Wachstum (Abb.3.6 A). Die Pflanzen in diesem Vorversuch wiesen 

allerdings eine höhere natürliche Variabilität auf, denn die Varianten 1,3 und 5,3 µM 

As(III) hatten zu Versuchsbeginn eine im Vergleich zum Mittel aller Pflanzen (209 mg 

Pflanze-1) höhere Frischmasse, 234 und 217 mg Pflanze-1 respektiv. Durch das bei 

exponentielle Wachstum der Pflanzen führte hier eine geringfügig höhere Masse bei 

Versuchsbeginn zu größeren Unterschieden gegen Versuchsende. Dies könnte auch 

der Grund sein, weshalb hier bei 5,3 µM As(III) noch keine Wachstumseinbußen zu 

verzeichnen waren (Abb.3.6 A). Denn betrachtet man das relative Wachstum, so 

erreichen die Pflanzen mit 0 bzw. 1,3 µM As(III) in den 11 Tagen das 4- bzw. 4,5-

fache ihres Ausgangsgewichtes, während mit 5,3 µM As(III) behandelte Pflanzen nur 

um das 3,6-fache wuchsen (Abb.3.7). In Anbetracht beider Versuche können 

demzufolge As(III)-Konzentrationen ≥5,3 µM als toxisch bewertet werden. 
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Dauer der As(III)-Behandlung (Tage)
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Abb. 3.6: Frischmasse im Verlauf einer 11- tägigen (A) u. 7-tägigen (B) As(III)-

Behandlung. Zu Behandlunsgbeginn betrug die Frischmasse im Mittel 209+/-42 (A) 

und 206+/-21 mg Pflanze-1(B). 
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Abb.3.7: Einfluss der As(III)-Konzentration auf den Frischmassezuwachs nach 11-

tägiger Behandlung. 

 
3.9 Bewertung der Parameter zur Bestimmung der As(III)-Toxizität 
Alle untersuchten Parameter zeigten eine As(III)-Wirkung innerhalb der ersten 24 h 

nach Applikation. Hierbei wurde diese bei unterschiedlichen Konzentrationen erfasst. 

Transpirations- und Photosyntheserate waren beide bei mehrtägiger Behandlung 

durch 16,0 µM und im Verlauf eines Tages beide durch 10,7 µM As(III) vermindert - 

der Frischmassezuwachs hingegen bereits bei 5,3 µM As(III). Letzterer reagierte 

somit sensibler und ist zur Erfassung des As(III)-Toxizitätsgrenzwertes als direkt 

etragsbildende Komponente der Transpirations- und Photosyntheserate vorzuziehen. 

Insbesondere kann hierdurch eine Toxizität aufgezeigt werden, die sich erst nach 

längerer As(III)-Einwirkung äußert.  

Messungen von Transpirations- und Photosyntheserate hingegen eignen sich 

besonders, die rasche Wirkung von As(III) aufzuzeigen. So konnte diese bereits nach 

3 h festgestellt werden (Abb.3.5). Allerdings sank in diesem Versuch über 6 h mit der 

Zeit auch die Transpirations- und Photosyntheserate der Kontrollpflanzen. Dies 
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könnte auf den Tagesrhythmus der Pflanzen zurückzuführen sein, obwohl die 

Pflanzen während der Photoperiode konstanter Temperatur und Strahlung 

ausgesetzt waren. Es ist dabei nicht auszuschließen, dass die Messung selbst 

Stress erzeugte, da die Blätter wiederholt in die Küvette eingeklemmt wurden. 

Messungen über mehrere Tage wiesen zudem unterschiedlich hohe Werte zwischen 

den einzelnen Tagen auf, so dass diese nur in Relation zu der jeweiligen Kontrolle zu 

betrachten sind (Abb.3.4). Zudem reagierten die Pflanzen hier bei Konzentrationen 

≥16,0 µM As(III), im Tagesverlauf aber bei ≥10,7 µM As(III). Dies könnte auf 

Anpassungsmechanismen der Pflanze zurückzuführen sein. Durch das Wiegen der 

Frischmasse konnten diese Probleme umgangen werden. Da der Zuwachs der 

Frischmasse einen deutlichen Zusammenhang zum As(III)-Angebot zeigte und 

zeitlich nah ermittelt werden konnte, ist das Wiegen der Frischmasse in vivo eine 

geeignete Methode, As(III)-Toxizität an lebenden Pflanzen störungsfrei zu erfassen. 

33   
 



4. Einfluss von Si auf Toxizität und Aufnahmerate in vivo 

von Arsenit bei Reis 

4.1 Einleitung 
Reis ist ein Grund- und für die Hälfte der Weltbevölkerung ein Hauptnahrungsmittel, 

wobei 80% des Ertrages im Nassanbau (Paddy-Reis) erzeugt wird (IRRI 2001). Die 

Aufnahme von Arsen durch Paddy-Reis stellt daher ein zunehmend ernst zu 

nehmendes Problem dar, denn einerseits können bei dieser Anbauform für 

Menschen gesundheitlich bedenkliche Mengen im Korn erreicht werden (Meharg & 

Rahman 2003), andererseits Ertragseinbußen auftreten. Hierbei ist nicht restlos 

geklärt, wie und unter welchen Bedingungen die verschiedenen Arsenspezies 

aufgenommen werden. Beim Anbau von Nassreis kann es aber als Folge der 

Bewässerung mit belastetem Grundwasser zu einer verstärkten As-Aufnahme durch 

Reis kommen (Abedin et al. 2002b, Meharg & Rahman 2003). Standorte mit hohem 

As-Gehalt können dabei natürlichen (Deposition, Vulkanismus) und menschlichen 

Ursprungs sein (Bewässerung, Pestizide, Bergbau, Textilindustrie). Unter den 

reduzierenden Bedingungen im Nassanbau liegt vor allem Arsenit (AsIII) in der 

Bodenlösung vor, während unter  oxidierenden Bedingungen As(V) dominiert 

(Abedin et al. 2002, Marin et al. 1993). Hierbei gilt As(III) als die mobilere, 

phytotoxischere anorganische As-Form (Abedin & Meharg 2002). Die As(III)-

Aufnahme von Reis ist dabei kaum erforscht. So gibt es nur wenige 

Veröffentlichungen, die eine Aufnahme von As(III) durch Reis direkt behandeln 

(Abedin et al. 2002c, Meharg & Jardine 2003, Chen et al. 2005). Diese basieren auf 

Kurzzeitversuchen (<30 min.), in denen mithilfe abgeschnittener Wurzeln 

Aufnahmekinetiken erstellt wurden. Hierbei schien die As(III)-Aufnahme bei niedrigen 

Konzentrationen (0 - 0,0532 mM As) einer Michaelis-Menten-Funktion zu folgen, 

wobei sich verschiedene Sorten in der maximalen Aufnahmerate (Imax), nicht  aber in 

der Affinität des Aufnahmesystems (Km) unterschieden (Abedin et al. 2002c). Bei 

höheren Konzentrationen (>0,0532 mM As) hingegen war die Aufnahme stets linear 

abhängig von der angebotenen Konzentration (Abedin et al. 2002c). Die Autoren 

schlugen vor, dass Reis As(III) aktiv durch Aquaglyceroporine aufnimmt, welche in 

hoher Konzentration in der Reiswurzel exprimiert werden (Li et al. 2000). 

Aquaglyceroporine sind nodulin 26-likes intrinsic membrane proteins (NIPs) und 
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gehören zu den Aquaporinen, welche  wiederum zur Familie der Major Intrinsic 

Proteins (MIPs) der transmembranen Kanäle gehören (Maurel 1997, Tyerman et al. 

1999). Tatsächlich konnten Ma et al. (2008) sowie Bienert et al. (2008) bestätigen, 

dass die NIPs Lsi1 (OsNIP2;1) und Lsi6 (OsNIP2;2) sowie weitere NIPs As(III) 

transportieren. Eine Aufnahme mittels NIPs steht hierbei im Einklang mit deren 

Eigenschaften und jenen des As(III). Ihre Selektivität beruht auf Durchmesser, 

sterischer Anordnung, Ladung, der Fähigkeit Wasserstoffbrückenbindungen 

einzugehen sowie möglicherweise der Affinität zu –SH-Gruppen des Substrates. Das 

bei leicht reduzierenden Bedingungen bei neutralem bis saurem pH als H3AsO3 

vorliegende As(III) ist symmetrisch (in Form einer Pyramide) mit einem O-O-Abstand 

von ca. 30 nm. Damit könnten Aquaglyceroporine wie GlpF mit einem größeren 

Kanaldurchmesser (≤35 nm) als reine Aquaporine wie AqpZ (≤24 nm) H3AsO3 

transportieren (Wang et al. 2005). Untersuchungen an E.Coli zeigten zudem, dass 

der Glycerolkanal GlpF As(III) transportiert (Jensen et al. 2002). Zudem 

transportieren Aqua(glycero)porine mit nur wenigen Ausnahmen lediglich 

ungeladene Moleküle, so wie H3AsO3. Weiter müssen passierende Moleküle die 

Fähigkeit besitzen, Wasserstoffbrückenbindungen einzugehen. Die drei OH-Gruppen 

von H3AsO3 könnten hierbei die Wasserstoffbrücken eingehen und H-Atome spenden 

oder empfangen. Je Aminosäurenzusammensetzung und Kanalinnendurchmesser 

gibt es Aquaglyceroporine, die nur für Wasser (Maurel et al. 1993), für Wasser und 

ungeladene Teilchen wie Harnstoff (AQP3, Echevarria et al. 1994, Ishibashi et al. 

1997) oder sogar für Ionen durchlässig sind  (AQP6, Agre et al. 2002). In Pflanzen 

transportieren Aquaporine u.a. Ammoniak und Ammonium (Jahn et al. 2004), Bor 

(Dordas et al. 2000) und Wasserstoffperoxid (Henzler & Steudle 2000). Diese Stoffe 

und Wasser können passiv, entlang des osmotischen oder hydraulischen Gradienten 

im Kanal in beide Richtungen fließen (Maurel 1997, Jensen et al. 2002). 

Simulationen deuteten dabei eine lineare Abhängigkeit des Wassereinstroms vom 

hydrostatischen Druck an (Zhu et al. 2002, 2004). Kompatible Stoffe folgen also, 

vorausgesetzt der Kanal ist geöffnet, dem Transpirationsstrom. Letzterer bestimmt 

dann zusammen mit der Substratkonzentration die Aufnahmerate. Betrachtet man 

eine bestimmte Fläche der Membran, so bestimmt dort zudem die vertretene Anzahl 

Aquaglyceroporine die maximale  Aufnahmerate.  

Ein weiterer Siliziumtransporter Lsi2 (Yamaji et al. 2008), welcher vermutlich ähnlich 

ArsB in E.Coli (Meng 2004) als As(OH)3-H+-Antiport funktioniert, konnte zudem als 
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As(III)-Transporter identifiziert werden (Ma et al. 2008). Lsi2 hat hierbei einen 

größeren Einfluss auf die Si-Verlagerung in den Spross als Lsi1 (s.o.), da Mutationen 

an Lsi2 die Verlagerung stärker beeinflussten (Ma et al. 2008).  

Die Eigenschaften der Si-Transporter würden eine Aufnahme und Verlagerung von 

As(III) bestimmen. Dabei ist Reis ein Si-Akkumulator mit bis zu 10% Si in der Spross-

TM. Silizium kommt in der Bodenlösung in Konzentrationen von 0,1-0,6 mM vor 

(Epstein 1994) und der Km-Wert für die Aufnahme von Si aus der Lösung in die 

Cortex-Zellen (Lsi1) liegt bei 0,15 mM (Ma et al. 2004) und für die Gesamtaufnahme 

bei 0,32 mM (Tamai & Ma 2003) bzw. 0.35 ± 0.05 mM (Nikolic et al. 2007). Letztere 

bestimmten für die Gesamtaufnahme Vmax mit 0.31 ± 0.03 mmol Si g-1 Wurzel-TM  h-1  

während Tamai & Ma (2003) 6,2 mg Si g-1 h-1 entsprechend 0,22 mmol Si g-1 h-1 

angeben, wobei Vmax bei ca. 1,5-1,6 mM externer Si-Konzentration erreicht wird 

(Mitani & Ma 2005, Nikolic et al. 2007, Tamai & Ma 2003). Si ist hierbei für seine 

positiven Einfluss auf das Wachstum von Reis sowie die As-Aufnahme bekannt. Guo 

et al. (2005) stellten z.B. eine höhere Spross-Trockenmasse und reduzierte As-

Aufnahme sowie –Verlagerung nach Applikation von Kieselsäure und Arsenat [As(V)] 

in Nährlösung fest. Hingegen kann die As(III)-Aufnahme über Lsi1 und Translokation 

mittels Lsi2 durch ein konstantes Silizium-Angebot verringert sein (Ma et al. 2008), 

da dieses zu einer reduzierten Expression von Lsi1 und Lsi2 (Ma et al. 2006, Ma et 

al. 2007) führt. Zudem kann Silizium die Transpiration von Reis mindern (Agarie et al. 

1998).  

Im Gegensatz zu Si ist As(III) toxisch und reagiert mit Thiolgruppen von Proteinen 

und verursacht dadurch Funktionsstörungen von Enzymen und Gewebeproteinen 

(Delnomdedieu et al. 1993, Ullrich-Eberius et al. 1989). So können u.a. Nitrat- und 

Nitritreduktase als auch Glutaminsynthetase beeinträchtigt sein (Jha & Dubey 2004). 

Dementsprechend kann As(III) die Aufnahme durch Binden an den Transporter direkt 

oder über einen Eingriff in den Zellstoffwechsel (Toxizität) indirekt beeinflussen. Eine 

Aufnahmerate von As(III) muss demzufolge unter nicht toxischen Konzentrationen 

bestimmt werden. Allerdings variieren Angaben der Literatur für einsetzende As(III)-

Toxizität bei Reis von 6,7 (Abedin & Meharg 2002;  Shaibur et al. 2006) bis 25 µM 

(Jha & Dubey 2004). Die Ursache für die Variation in diesen Versuchen kann darin 

liegen, dass die As-Form nicht immer gewährleistet bzw. eine Oxidation von As(III) 

nicht ausgeschlossen werden konnte. In der vorliegenden Arbeit wurde daher unter 

Kontrolle der As-Form zunächst die Konzentration bestimmt, ab der As(III) toxisch 
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wirkt, um dann die Aufnahmerate unter nicht-toxischen Bedingungen zu ermitteln. 

As(III)-Toxizitätsgrenzwert und –Aufnahme wurden in Abhängigkeit von der Silizium-

Ernährung an mehrtägig behandelten intakten Pflanzen untersucht.  

 

4.2 Material und Methoden 
In drei Versuchen wurde die toxische Wirkung von As(III) auf das Wachstum von 

Pflanzen und die As(III)-Aufnahme in vivo, sowie jeweils ein möglicher Einfluss von 

Silizium untersucht. Um eine Aufnahme des As(III) zu untersuchen, musste zunächst 

bestimmt werden, ab welcher Konzentration dieses toxisch wirkt. Diese wurde durch 

Wiegen der Frischmasse junger Pflanzen ermittelt. Die Wirkung von Si auf die 

Aufnahme und Toxzität von As(III) bei älteren Pflanzen wurde in einem zweiten 

Versuch, ebenfalls durch Wiegen der Frischmasse, untersucht. Für einen weiteren 

Versuch wurde ein Durchflusssystem konzipiert, in welchem dann die As(III)-

Aufnahme unter nicht-toxischem As(III)-Angebot untersucht werden konnte. 

 

4.2.1 Pflanzenmaterial und Kulturbedingungen 
Samen der Reissorte ’Selenio’ wurden 4-6 Tage bei Raumtemperatur in 

Leitungswasser zum Keimen gebracht. Die Keimlinge wurden in Filterpapier gerollt 

und für 6 Tage in Leitungswasser gestellt. Hiernach wurden die Sämlinge in 5L 

Kunststoff-Töpfen in unbelüfteter Nährlösung ohne bzw. mit Si in Form von 0,89 mM 

K2SiO3 kultiviert, die jeden zweiten Tag gewechselt wurde und folgende 

Zusammensetzung hatte (in mM): 1 Ca(NO3)2*4 H2O; 0,097 KH2PO4; 0,723 

MgCl2*6H2O; 0,1 MgSO4*7H2O; 0,428 NH4NO3; und in µM: 0,079 CuSO4*5H2O; 17,9 

Fe (als Chelat, Sequestren); 2 H3BO3; 1,82 MnSO4*H2O; 0,071 (NH4)6Mo7O24*4H2O; 

0,765 ZnSO4*7H2O. Ein K-Ausgleich der Kontrolle fand mit 0,89 mM K2SO4 statt. Der 

pH wurde mit HCl bzw. KOH auf pH 6 eingestellt. Die Pflanzenkultur erfolgte in 

Klimakammern bei 25 / 20 °C Tag- / Nachtlufttemperatur (je 12 Stunden), 70 % rF 

und 200 µmol m-2 s-1 PAR. 

 

4.2.2 Bestimmung der As(III)-Toxizität im Frischmassewiegeversuch 
21 Tage nach Keimung wurde jeweils 4 Pflanzen in einem 5-L-Kunststoffgefäß As(III) 

in den Konzentrationen 0; 1,335; 5,339; 10,678; 16,017; 21,356 und 26,695 µM in 

Form von NaAsO2 mit täglichem Wechsel der Nährlösung appliziert, um 

sicherzustellen, dass keine anderen As-Formen in nennenswertem Umfang 
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auftraten. Kontrollmessungen zeigten, dass nach einem Tag nur 1-2 % andere As-

Formen vorlagen. Zur zerstörungsfreien Frischmassebestimmung wurden die 

Pflanzen einzeln der Nährlösung entnommen und 60 s zum Abtropfen an einen 

Galgen gehängt, anschließend an einem weiteren Galgen auf einer Analysenwaage 

gewogen und wieder in die Nährlösung gesetzt. Reihenfolge der Pflanzen und 

Zeitpunkt der täglichen Messung gegen Ende der Belichtungszeit waren immer 

gleich.  

Der Versuch wurde mit 6 Wochen alten Pflanzen wiederholt, wobei jeweils 7 

Pflanzen in einem 5-L-Kunststoffgefäß As(III) in den Konzentrationen 0; 1,335; 2,670; 

5,339 und 16,017 µM angeboten wurde. Zur Bestimmung der Frischmasse wurden 

alle Pflanzen eines Gefäßes zusammen gewogen. 

 
4.2.3 Bestimmung der Aufnahmerate 
Hierfür wurde ein Durchflusssystem verwendet (Abb. 1), das  

1) die eingestellte Arsenitkonzentration an der Wurzeloberfläche gewährleistete und 

das Auftreten anderer As-Formen verhinderte.  

2) den von der Wurzel abgegebenen Sauerstoff abführte, so dass 

3) eine sauerstoffarme Nährlösung mit ca. 1 mg O2 L-1 angeboten werden konnte. 

Eine Kontrolle der Nährlösung vor und nach der Applikation bestätigte, dass während 

der Behandlung keine messbaren Änderungen auftraten.  

 

Die Wurzel wurde in einem leicht geneigt aufrecht stehenden Plexiglasrohr 

(Innenvolumen = 50 cm³) ständig mit sauerstoffarmer Lösung umspült. Diese staute 

sich am unteren Rohrende an, um dann über einen Überlauf das Rohr zu verlassen. 

Hierbei wurde darauf geachtet, dass die Wurzel nicht in die sich anstauende Lösung 

ragte. Der Durchfluss wurde auf 4L d-1 eingestellt. Die Rohre wurden konstant mit N2 

gespült, welcher über den Schaumstoffstopfen entwich.  

In dieses System wurden Pflanzen 14 Tage nach Keimung gesetzt, die zuvor mit 

destilliertem Wasser abgespült und auf Höhe des Samens mit Schaumstoff umrollt 

wurden. Die Pflanzen wurden 4 Tage mit As(III) in den Konzentrationen 0; 0,334; 

0,667; 1,335 und 2,669 µM behandelt. Das Arsenit wurde in einer Nährlösung mit 

[mM]: 1 mM CaCl2*2H2O und 2 µM H3BO3 appliziert. Die Kieselsäure-Varianten 

enthielten zusätzlich 0,89 mM K2SiO3 und der K-Ausgleich in den Kontrollvarianten 

erfolgte mit 0,89 mM K2SO4. Der pH wurde mit HCl bzw. KOH auf pH 6 eingestellt.  
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Die Arsenitfreie Nährlösung wurde durch Kochen sauerstoffarm gemacht, noch heiß 

in Kunststoff-Kanister gefüllt und mit einem Stopfen verschlossen. Die abgekühlte 

Lösung wies bis zu 2 Tage nach dem Einfüllen einen Sauerstoffgehalt um 0 ppm auf. 

Über einen Dreiwegehahn konnte dem Kanister nun konzentrierte As(III)-Lösung 

zugeführt o. gebrauchsfertige Lösung entnommen werden, ohne dass größere 

Mengen Sauerstoff in das System gelangten. Die Lösung im Kanister wurde auf 

einem Magnetrührer homogenisiert sowie täglich gewechselt.  

 

 

 

Abb.4.1: Versuchsaufbau zur Bestimmung der Aufnahmerate von As(III) durch Reis. 

 

4.2.4 Ernte und analytische Verfahren 
Die Wurzeln wurden mehrfach mit destilliertem Wasser gespült, anschließend in 

destilliertem Wasser gescannt (Expression 1600, EPSON) und per 

Bildanalyseverfahren (WhinRhizo, Régent Instruments Inc.) vermessen. Das 

Pflanzenmaterial wurde bei 60°C im Umluftofen getrocknet, grob zerkleinert und 

analysiert. Für die As-Messung wurde 10 mg Pflanzensubstanz in 1 mL (Wurzel) 

bzw. 1,5 mL (Spross) 65%er reinster HNO3 24 h bei Raumtemperatur und 30 min. bei 

60 °C aufgeschlossen und die As-Konzentration per ICP-MS gemessen. Si in der 

Pflanzensubstanz wurde nach Novozamsky et al. (1984) mittels einer HF/HCl-

Mischung aufgeschlossen und nach Färbung bei 811 nm am Photometer gemessen. 

Die As-Spezies wurden am Umweltforschungszentrum in Leipzig an einer ELAN 

5000 ICP-MS (Perkin Elmer) nach Londesborough et al. (1998) bestimmt. Weiter 
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wurde der pH-Wert der Lösungen mit einem Potentiometer (Microprocessor pH-

Meter, WTW pH 196) überprüft. Für die As(III)-Aufnahme wurde zusätzlich der O2-

Gehalt der Nährlösung in der sich im Rohr anstauenden Lösung über einen POF-

Sensor (Polymer Optical Fiber) mit Fibox3 (Fiber-Optic Oxygen Meter) nach Huber 

und Krause (2004) mit dem Programm Oxyview PST3-V5.32 gemessen.  

 

4.2.5 Ermittlung der As(III)-Aufnahmerate 
Die Berechnung der Aufnahmerate erfolgte nach Williams (1946): 
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mit nI = As-Aufnahmerate [pmol cm-2 h-1], = As-Gehalt [pmol Pflanze-1] zu 

Versuchsbeginn (1) und –ende (2), = Wurzeloberfläche zu Versuchsende [cm² 

Pflanze-1], t = Zeit [h]. Die Wurzellänge nahm im Versuchszeitraum nicht messbar zu, 

so dass diese vereinfachte Gleichung verwendet werden konnte.  
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4.2.6 Statistische Verfahren 
Versuche zur Frischmasse erfolgten mit jeweils 4 Wiederholungen. Die  Bestimmung 

der Aufnahmerate erfolgte mit 6 Wiederholugen. Darstellungen und Regressionen 

wurden mit SigmaPlot 10.0 (Systat Software Inc.) angefertigt, statistische Analysen 

mit R 2.2.1.  

 

4.3 Ergebnisse 
 

4.3.1 As(III)-Toxizität  
4.3.1.a Wirkung von As(III) auf die Frischmasse  
As(III) beeinflusst die Bildung der Frischmasse deutlich messbar. Während 

Kontrollpflanzen ihre Frischmasse von 230 auf mehr als 800 mg Pflanze-1 in dem 

Messzeitraum nahezu vervierfachten, verminderte bereits 5,3 µM As(III), wie in Abb. 

4.2 u. 4.3 dargestellt, den Ertragszuwachs signifikant. Die Verminderung des 

Frischmassezuwachses nahm mit steigender As(III)-Konzentration und Dauer der 

Behandlung zu. So traten signifikante Unterschiede zur Kontrolle durch 26,7 µM 

As(III) bereits nach einem Tag, 16,0 µM nach 2, 10,7 µM nach 3 und 5,3 µM As(III) 
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erst nach 4 (-Si) bzw. 7 (+Si) Tagen auf. Zudem führten die beiden höchsten 

Konzentrationen jeweils zu Behandlungsbeginn zu einer Abnahme der Frischmasse. 

Eine Applikation von Kieselsäure beeinflusste die As(III)-Wirkung nicht, wie es Abb. 

4.3 verdeutlicht. Eine Reduktion des Frischmassezuwachses um 10% (EC10) trat 

unabhängig von der Si-Ernährung zwischen 2,3 und 2,8 µM As(III) auf.  
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Abb.4.2: Einfluss von As und Kieselsäure auf die Entwicklung der Frischmasse 

junger Reispflanzen. Zu Behandlungsbeginn betrug die Frischmasse im Mittel 

230±13 mg FM Pflanze-1. Pfeile markieren den Zeitpunkt einer signifikanten 

Verminderung des Frischmassezuwachses.  

 

  41



4. Einfluss von Si auf Toxizität und Aufnahmerate in vivo von Arsenit bei Reis 

  42

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

Abb.4.3: Einfluss einer 7-tägigen Behandlung mit As(III) bei unterschiedlichem 

Kieselsäureangebot auf den Frischmassezuwachs von Reissämlingen. Regression 

mit logistischer Funktion [y=min+(max-min)/(1+abs(x/a)^b)] und folgenden 

Parameterm: -Si, min=-24,279; max=101,137; a=10,380; b=1,566 und +Si, min= -

43,697; max=101,172; a=15,143; b=1,469.  

 

4.3.1.b Aufnahme und Verlagerung von As und Si 
Der As-Gehalt in der Wurzel folgte der As(III)-Konzentration in Form einer 

Optimumskurve (Abb. 4.4). Der höchste Gehalt in der Wurzel wurde hierbei 

unabhängig vom Si-Angebot bei 10,7 µM As(III) beobachtet. Die Applikation von 

Kieselsäure verminderte im Trend in allen As(III)-Stufen den As-Gehalt der Wurzel.  

Im Spross folgte der As-Gehalt dem As(III)-Angebot in ähnlicher Weise wie in der 

Wurzel. Allerdings trat ohne Si-Applikation der höchste As-Gehalt bereits bei 5,3 µM 

As(III) ein. Anders als in der Wurzel reduzierte das Si-Angebot den As-Gehalt hier 

signifikant. Die As-Konzentrationen in der Wurzel waren 20 bis 100 mal höher als im 

Spross.  

Insgesamt nahmen die Pflanzen bis zu 15,2 bzw. 12,4 µg As Pflanze-1 auf, wobei die 

aufgenommene Menge As Pflanze-1 wiederum einer Optimumskurve mit einem 

Maximum bei 10,7 µM As (III)-Applikation folgte (Abb.4.5). Der in den Spross 

verlagerte Anteil [%] As nahm hierbei mit steigender As(III)-Konzentration ab. Eine 

Behandlung mit Kieselsäure reduzierte die Translokation zusätzlich. Mit 

zunehmender As(III)-Konzentration glichen sich die Anteile des translozierten As 

zunehmend.  
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Die Si-Konzentration in der Spross-TM wurde durch die Si-Applikation deutlich erhöht 

(Abb. 4.6). As(III)-Konzentrationen >5,3 µM verminderten die Si-Konzentration in der 

Spross-TM in beiden Si-Stufen  zunächst, während die höchste As(III)-Konzentration 

zu einem erneuten Anstieg führte.  
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4.3.1.c Wirkung von As(III) auf Wachstum, Aufnahme  und Verlagerung von As 
und Si von 6 Wochen alten Reispflanzen 
Im Versuchszeitraum nahm die Frischmasse der Kontrollpflanzen um ca. 40 % zu 

(Abb. 4.7) und Behandlungen ≤ 5,3 µM As(III) verminderten den Zuwachs nicht. 

Hingegen führte eine Applikation von 16 µM As(III) zu einem signifikant geringeren 

FM-Zuwachs. Eine Applikation von Kieselsäure beeinflusste die As(III)-Wirkung nicht. 

Der As-Gehalt in der Wurzel folgte der As(III)-Konzentration in linearer Form 

(Abb.4.8) 

und eine Applikation von Kieselsäure verminderte diesen nicht. Im Spross folgte der 

As-Gehalt dem As(III)-Angebot bis zu 5,3 µM As(III)-Angebot ebenfalls linear. Eine 

Applikation von 16 µM As(III) führte allerdings zu keinem weiteren Anstieg. Hingegen 

stieg As-Konzentration in der Spross-Trockenmasse bei Applikation von Kieselsäure 

konstant an. Letztere reduzierte hier, anders als in der Wurzel, den As-Gehalt 

signifikant. Die As-Konzentrationen in der Wurzel waren 10 bis 100 mal höher als im 

Spross.  

Die insgesamt aufgenommene Menge As in µg As Pflanze-1 stieg mit zunehmender 

As(III)-Konzentration in der Nährlösung an (Abb.4.9). Die Translokation von As in 

den Spross nahm hierbei mit steigender As(III)-Konzentration ab. Eine Behandlung 

mit Kieselsäure reduzierte die Translokation zusätzlich.  

Die Si-Konzentration in Spross- und Wurzel-TM wurde durch die Si-Applikation 

deutlich erhöht (Abb. 4.10). Eine Behandlung mit 16 µM As(III) verminderte die Si-

Konzentration in der Spross-TM der in Kieselsäure kultivierten Pflanzen signifikant. In 

der Wurzel-TM verminderten As(III)-Konzentrationen ≥1,3 µM die Si-Konzentration 

zunächst, während die höchste As(III)-Konzentration zu einem erneuten Anstieg 

führte. Ohne Kieselsäure kultivierte Pflanzen akkumulierten Si in Spross- und 

Wurzel-TM unabhängig von der As(III)-Konzentration der Nährlösung. 
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Abb.4.9: Einfluss einer 7-tägigen Behandlung mit As(III) bei unterschiedlichem 

Kieselsäureangebot auf As-Gehalt und -Translokation von 6 Wochen alten 

Reispflanzen. *) Anteil [%] des As im Spross am Gesamtarsen in der Pflanze.   
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Abb.4.10: Einfluss einer 7-tägigen Behandlung mit As(III) bei unterschiedlichem 

Kieselsäureangebot auf die Si-Konzentration in Spross und Wurzel von 6 Wochen 

alten Reispflanzen. 
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4.3.2 As(III)-Aufnahmerate 
Zur Ermittlung der As(III)-Aufnahmerate wurde die As(III)-Konzentration bis zum 

EC10-Toxizitätsgrenzwert von 2,6 µM gesteigert. Der As-Gehalt in der 

Trockensubstanz stieg hierbei linear mit dem As(III)-Angebot an (Abb. 4.11) und eine 

Applikation von Si verminderte die Gehalte in Spross und Wurzel deutlich. In der 

Wurzel war die As-Konzentration ca. 20-mal höher als im Spross. Hierbei war die As-

Konzentration in der Wurzel-Frischmasse aller Behandlungsstufen ohne 

Kieselsäureapplikation um das 120-160fache, mit Kieselsäureapplikation lediglich um 

das 10-20fache gegenüber der Außenkonzentration erhöht (Abb. 4.12).  

Die Aufnahmerate stieg linear mit dem As(III)-Angebot und unabhängig vom 

Kieselsäureangebot an. Allerdings war sie durch Kieselsäureapplikation um 90% 

vermindert (Abb. 4.13). Auch bezogen auf Wurzellänge oder Frischmasse folgte die 

Aufnahmerate einer linearen Beziehung, da die Morphologie der Wurzeln durch die 

Behandlungen nicht beeinflusst wurde.  

 

 

Abb.4.11: Einfluss von As(III)- und 

Kieselsäureangebot auf die 

Arsenkonzentration in Spross- und 

Wurzel-TM nach 4-tägiger Behandlung. 
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4.4 Diskussion 
 

4.4.1 As(III)-Toxizität 
4.4.1.a Einfluss von As(III) auf den Frischmassezuwachs 
Toxizität wurde durch einen verminderten Frischmassezuwachs der Pflanzen 

sichtbar. Sie äußerte sich unterschiedlich intensiv, da einerseits Behandlungen mit 

≥21,4 µM As(III) akut wirkten und zu einer Abnahme der Frischmasse innerhalb der 

ersten 24 h nach Behandlungsbeginn führten, andererseits Behandlungen ab ≥5,3 

µM As(III) nach 7 Tagen Behandlung chronisch in Form eines reduzierten 

Frischmassezuwachses wirkten. Dementsprechend finden sich auch in der Literatur 

unterschiedliche Angaben zur niedrigsten toxischen As(III)-Konzentration. Jha & 

Dubey (2004) konnten nach 5 Tagen As(III)-Applikation ein gehemmtes Wachstum 

ab 25 µM As(III) feststellen, dabei aber eine Oxidation von As(III) zu As(V) nicht 

ausschließen. Eine Oxidation zu As(V) kann aber die Aufnahme vermindern, da 

As(V) an der Wurzeloberfläche an Fe-Oxide sorbiert wird (Grafe et al. 2001, 

Goldberg 2002, Kinniburgh & Cooper 2004) und/oder mit diesen ausfällt (Pierce & 

Moore 1982, Takamatsu et al. 1985, Agget & Kriegman 1988). Tatsächlich war bei 

Jha & Dubey (2004) die As-Konzentration in der Pflanze deutlich niedriger als im 

vorliegenden Versuch. Marin et al. (1992) hingegen fanden in Nährlösung, die jeden 

zweiten Tag gewechselt wurde und auf As-Formen überprüft wurde, dass nach 4 

Wochen Behandlung das Wachstum ab 10,7 µM As(III) deutlich beeinträchtigt war. 

Im vorliegenden Versuch hingegen war das Wachstum bei 10,7 µM As(III) bereits um 

>50 % eingeschränkt. Allerdings haben Marin et al. (1992) zwischen 2,7 und 10,7 µM 

As(III) keine weiteren Konzentrationen getestet, weshalb eine Toxizität in diesem 

Bereich nicht erkannt werden konnte. Hingegen fanden Shaibur et al. (2006) eine 

Toxizität bereits bei 6,7 µM As(III), allerdings erst nach einer 14-tägigen Behandlung, 

wobei die Nährlösung aber lediglich einmal pro Woche gewechselt wurde und somit 

eine Oxidation von As(III) wiederum nicht auszuschließen war. Da 6,7 µM As(III) 

zudem die niedrigste As(III)-Behandlung in ihren Versuchen war und diese zugleich 

die Spross- und Wurzel-TM,  Wurzellänge und Sprosshöhe deutlich reduzierte (um 

23, 15, 6 und 11 % respektiv), folgerten die Autoren, dass ein As(III)-

Toxizitätsgrenzwert unter 6,7 µM As(III) liegen muss. Dies entspricht den 

vorliegenden Ergebnissen (s.o.). Hier war die Wurzel-TM durch 5,3 µM As(III) um 13 

% verringert (Ergebnisse nicht aufgeführt). Aus dem relativen Frischmassezuwachs 
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ergibt sich hier zudem durch Anpassen einer logistischen Funktion mit 4 Parametern 

ein um 10% verminderter Frischmassezuwachs (EC10) bei 2,3  bzw. 2,8 µM As(III) 

ohne bzw. mit Kieselsäureapplikation. Hiermit ähneln die Ergebnisse auch denen von 

Abedin & Meharg (2002), die zeigten, dass Pflanzen 8 verschiedener Sorten nach 7 

Tagen Behandlung und insgesamt 12 Tage nach Keimung durch 6,7 µM As(III) um 

17 % in ihrer Wurzellänge und 32% in ihrer Sprosshöhe reduziert wurden.  

Weiter wurde in den Versuchen zur Ermittlung der Aufnahmerate bis 2,7 µM As(III) 

und somit unterhalb des errechneten EC10-Wertes keine Toxizität beobachtet. 

Allerdings ist hier bereits mit einer Reaktion der Pflanze zu rechnen. So führten 3 µM 

As(III) bei Arabidopsis zu einem 100-fachen Anstieg der Phytochelatinkonzentration, 

während eine Reduktion des Wurzelwachstums erst bei 10 µM As(III) eintrat 

(Schmöger et al. 2000). Die Phytochelatinproduktion gilt hierbei als Indiz 

eintretenden As-Stresses. So stellten Raab et al. (2007) bei Untersuchungen von 

Phytochelatin-As-Komplexen an Helianthus annuus fest, dass das Verhältnis von 

freiem zu PC-gebundenem As bereits bei wesentlich niedrigeren Konzentrationen 

abnimmt als das Wurzellängenwachstum.  

 

Für eine toxische Wirkung des As(III) kommen mehrere Gründe infrage: 

Aufgenommenes As(III) reagiert mit Thiolgruppen von Proteinen und verursacht 

dadurch Funktionsstörungen von Enzymen und Gewebeproteinen (Delnomdedieu et 

al. 1993, Ullrich-Eberius et al. 1989, Jha & Dubey 2004). Während dies den 

Zellmetabolismus direkt beeinträchtigen kann, ist auch ein Eingriff in den 

Wasserhaushalt der Pflanze denkbar. Die rasche Reaktion des 

Frischmassezuwachses auf hohe As(III)-Konzentrationen lässt auf eine verminderte 

Wasserleitfähigkeit der Wurzel schließen. Versuche zur Transpiration (Kapitel 3) 

zeigten, dass die Transpirationsrate bei einer Applikation von 10,7 µM As(III) bereits 

nach 3 h signifikant vermindert war. Allerdings ist unklar, wie As(III) die 

Transpirationsrate senken kann. Einerseits könnte As(III) Cystein-Reste im 

Eingangsbereich von Aqua(glycero)porinen oxidieren und dadurch Wasserkanäle 

schließen. Mit steigender As(III)-Konzentration im Apoplasten könnte dadurch der 

Wassereinstrom in die Wurzel vermindert sein. Allerdings wird As(III) auch 

aufgenommen und es ist bekannt, dass verschiedene NIPs As(III) transportieren, u.a. 

die Siliziumtransporter Lsi1,2 und 6 (Ma et al. 2008, Bienert et al. 2008), wobei diese 

vermutlich nur geringfügig zum Wassertransport in die Pflanze beitragen. Bereits 
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aufgenommenes As(III) könnte aber im Zytosol reine Aquaporine schließen, wenn 

diese durch Phosphorylierung reguliert werden (Törnroth-Horsefield et al. 2006). Die 

dafür verantwortlichen Kinasen könnten durch aufgenommenes As(III) inaktiviert, 

bzw. entsprechende Phosphatasen aktiviert werden. Ein anhaltendes Wasserdefizit 

würde zudem wie bei Trockenstress und unabhängig von As(III) zu einem Schließen 

der Aquaporine durch Dephosphorylierung führen (Törnroth-Horsefield et al. 2006). 

Zudem wird die Expression von Lsi1 durch Trockenstress herabreguliert (Yamaji & 

Ma 2007). Eine verringerte Leitfähigkeit der Wurzel würde den Frischmassezuwachs 

direkt beeinträchtigen. Wie auch bei Trockenstress würde die Blattstreckungsrate 

empfindlich reagieren. Allerdings ist unbekannt, wie As(III) die Signalwege zwischen 

Spross und Wurzel in Bezug auf Wassertransport und Transpiration beeinflusst. Ein 

von der Wurzel ausgelöstes und vom Wasserstatus des Sprosses unabhängiges 

Signal, welches zu einem raschen Schließen der Stomata führt, ist denkbar. In der 

Literatur werden Ascisinsäure (ABA), pH und Ionenmilieu des Xylems als mögliche 

Signale beschrieben (Bahrun et al. 2002, Gollan et al. 1992, Schurr et al. 1992). Bei 

einer verminderten Transpiration wurde z.B. ein Anstieg des pH-Wertes im Xylem 

von Mais (Bahrun et al. 2002) und Tomate (Wilkinson et al. 1998) beobachtet. Dieser 

resultiert vermutlich aus dem gehemmten NO3-Transport (Gollan et al. 1992, Schurr 

et al. 1992), welcher zusammen mit einem gehemmten Transport von weiteren 

Makronährstoffen beobachtet wurde (Bahrun et al. 2002).  

Eine Applikation von Kieselsäure konnte die Toxizität nicht signifikant mindern. Auf 

die Wirkungsweise von Si auf die As(III)-Aufnahme wird im Zusammenhang mit den 

As- und Si-Gehalten eingegangen. Die wechselseitigen Einflüsse von As(III), Si und 

H2O auf Aufnahme und Transport sind in Abb.4.14 dargestellt.  

  
4.4.1.b As in der Trockenmasse 
As kann bei Applikation von As(III) in Nährlösung in der Trockenmasse von Reis je 

Konzentration und Dauer der Applikation in Konzentrationen bis zu 1200 (Wurzel) 

bzw. 100 (Spross) µg As g-1 TM vorkommen (Shaibur et al. 2006). Im Versuch zur 

As(III)-Toxiztät wurden mit maximal 1444 µg As g-1 TM vergleichbar hohe 

Konzentrationen in der Wurzel gefunden. Die Konzentration im Spross hingegen fiel 

mit maximal 27 µg As g-1 TM niedriger aus. Auch Marin et al. (1992) fanden bis über 

50 µg As g-1 TM. In den Versuchen von Shaibur et al. (2006) und Marin et al. (1992) 

wurde allerdings As(III) länger appliziert, was möglicherweise zu einem höheren As-
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Gehalt im Spross führte. Dass die gemessenen As-Gehalte im Spross dennoch im zu 

erwartenden Bereich liegen, zeigen Jha & Dubey (2004), die nach 5-tägiger As(III)-

Applikation mit 25 µM As(III) nur 3,75 µg As g-1 Spross-TM wiederfanden, sowie die 

Ergebnisse von Messungen von im Feld angebautem Paddyreis, der bei Ernte 20 µg 

As g-1 TM Spross enthielt (Williams et al. 2007, Smith et al. 2009).  

Weiter kam es durch toxische As(III)-Konzentrationen in der Nährlösung zu einer 

Abnahme der As-Konzentration in der TM. Das gleiche Ergebnis zeigte auch einer 

der vorangegangenen Versuche zur Ermittlung des FM-Zuwachses (Abb. 3.6 B und 

Anhang Abb. 7.1). Dabei zeigen Publikationen meist eine konstante Zunahme der 

As-Konzentration in der Pflanzenmasse mit der angebotenen As(III)-Konzentration 

(Jha & Dubey 2004, Marin et al. 1992, Shaibur et al. 2006). Lediglich  Shaibur et al. 

(2006) fanden bei einer Steigerung der Applikation von 13,4 auf 26,8 µM As(III) keine 

Zunahme der As-Konzentration in der Wurzel-TM. Während aber Jha & Dubey 

(2004) sowie Shaibur et al. (2006) eine Oxidation zu As(V) nicht ausschließen 

konnten (s.o.), könnte bei Marin et al. (1992) eine weniger toxische Wirkung des 

As(III) bei 10,6 µM zu einer höheren Aufnahme über den längeren Zeitraum geführt 

haben. Zudem konnte in den genannten Fällen eine Abnahme der As-Konzentration 

mit steigendem As(III)-Angebot unter toxischen Konzentrationen aufgrund fehlender 

As(III)-Konzentrationen nicht erkannt werden. Marin et al. (1992) applizierten 

lediglich 0; 0,7; 2,7 und 10,7 µM As(III), Jha & Dubey (2004) 25 und 50 µM As(III), 

wodurch eine abnehmende Aufnahme bei Konzentrationen >10,7 bzw. eine höhere 

As-Konzentration im Spross bei 5,3 µM nicht erkannt werden konnte. Weiterhin 

fanden Shaibur et al. (2006) eine reduzierte Translokation von der Wurzel in den 

Spross bei Konzentrationen ≥13,4 µM As(III) im Vergleich zu einem 6,7 µM As(III)-

Angebot. Dies war auch im vorliegenden Versuch der Fall. Zudem wies auch die 

absolute As-Menge je Pflanze den Verlauf einer Optimumskurve in Abhängigkeit des 

As(III)-Angebotes auf. Hierbei akkumulierten mit 10,7 µM As(III) behandelte Pflanzen 

am meisten As. Dies zeigt, dass Pflanzen bei Konzentrationen bis 10,7 µM As(III) 

dieses relativ gut aufnehmen, aber zunehmend weniger verlagern. Über 10,7 µM 

As(III) hinaus kommt es zu einer verminderten As(III)-Aufnahme sowie deutlich 

verringertem Wachstum, woraus eine abnehmende Gesamtaufnahme resultiert. 

Letzteres ergibt sich auch aus der geringen Anreicherung von As in der Wurzel-FM 

gegenüber der Außenkonzentration bei 16,0 µM As(III) (Ergebnisse nicht aufgeführt).  
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Die Translokation von As in den Spross war zusammen mit dem 

Frischmassezuwachs bei niedrigeren As(III)-Applikationen vermindert. Einerseits 

könnte eine reduzierte Transpiration die As(III)-Verlagerung beeinflussen, denn die 

Siliziumtransporter Lsi1,2 und 6 transportieren As(III) (s.o.) und auch der Transport 

von Kieselsäure in der Pflanze wird u.a. durch Transpiration beeinflusst (Fauteaux et 

al. 2005, Mitani & Ma 2005, Ma & Yamaji 2006). Andererseits wurde auch 

beschrieben, dass der Si-Gehalt des Sprosses stärker vom Transport durch Lsi2 als 

durch Lsi1 abhängt (Ma et al. 2008). Möglicherweise reagiert Lsi2 mit steigender 

As(III)-Konzentration zunehmend empfindlicher auf As(III) als Lsi 1. Es wird 

angenommen, dass Lsi2 ein H3AsO3-H+-Antiport ist, dessen Efflux direkt vom H+-

Gradienten abhängt (Ma et al. 2007). Damit würde Lsi2 empfindlich auf Schäden der 

Zellmembran reagieren. Zudem könnte As(III) auch direkt bzw. indirekt über 

regulatorische Proteine auf Lsi2 toxisch wirken. 

 
4.4.1.c Einfluss von Kieselsäure auf die As-Gehalte in der Trockenmasse 
Eine Behandlung mit 0,89 mM Kieselsäure hatte keinen signifikanten Einfluss auf 

den Frischmassezuwachs, führte aber zu verminderter As-Konzentration in Spross 

und Wurzel sowie einer niedrigeren Translokation von As. Hierbei nahm der 

Unterschied in der Translokation zwischen +Si und –Si-Behandlungen mit steigender 

Konzentration ab. Guo et al. (2005) stellten nach Applikation von Kieselsäure 

ebenfalls eine Abnahme der As-Konzentration in Wurzel und Spross fest. Allerdings 

wurde dort As(V) appliziert und es ist nicht bekannt, wie Si die As(V)-Aufnahme 

beeinflusst. Da dort die As-Spezies nicht überprüft wurden, lag möglicherweise ein 

Teil des Arsens als As(III) durch Reduktion in der Nährlösung vor. Zudem kann As(V) 

möglicherweise im Symplasten der Wurzel reduziert (Mukhopadhyay  & Rosen  

2002,  Bleeker et al. 2006, Dhankher et al. 2006, Duan et al. 2007, Norton et al. 

2008) und wieder in die Lösung exportiert werden (Bienert et al. 2008, Xu et al. 

2007). Insbesondere die Ergebnisse von Xu et al. 2007 zeigen, dass Reis in 

Nährlösung As(V) innerhalb eines Tages reduzieren kann.  

Da eine konstante Applikation von Silizium die Expression der Siliziumtransporter 

Lsi1 und 2 jeweils auf ein ¼ reduziert (Ma et al. 2006, Ma et al. 2007) und beide 

As(III) transportieren, kann Si durch Senken der Anzahl der Transporter die As(III)-

Aufnahme und Translokation über Lsi1 und Lsi2 verringern (Ma et al. 2008). In ihren 

Versuchen fanden Ma et al. (2008) nach 7 Tagen Behandlung mit 2 µM As(III) eine 
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signifikante Abnahme der As-Konzentration im Xylem-Saft wie auch im Spross durch 

0,5 mM Kieselsäure. Da bei dieser Konzentration As(III) nicht toxisch ist, könnten die 

verminderten As-Konzentrationen auf die genannten Gründe zurückzuführen sein. 

Guo et al. (2005) untersuchten ebenfalls die Translokation von As bei Reis, 

allerdings nach Applikation von As(V). Er fand keine signifikant reduzierte 

Translokation des As in den Spross durch Kieselsäure. In der vorliegenden Arbeit 

war die Translokation bei 1,3 µM As(III) am stärksten durch Kieselsäure vermindert 

und bis zu einer Überschreitung des EC10-Toxizitätsgrenzwertes war keine 

signifikante Si-Wirkung zu beobachten. Weiter kann Silizium die Transpiration von 

Reis mindern und ist maßgeblich an der stomatären Leitfähigkeit beteiligt (Agarie et 

al. 1998). Ein veminderter Transpirationsstrom könnte somit den Transport von As 

zusammen mit einer geringeren Expression der Transporter reduzieren. 

 

4.4.1.d Einfluss von As(III) auf den Si-Gehalt in der Trockenmasse 
Der Si-Gehalt im Spross wurde durch As(III)-Konzentrationen von 10,7 bis 21,4 µM 

reduziert. Guo et al. (2005) fanden einen reduzierten Si-Gehalt in den Wurzeln durch 

Applikation von 13,3 µM As(V), aber nicht im Spross. Es ist unbekannt, wie As den 

Si-Gehalt im Spross reduziert. Zwei mögliche Wege sind denkbar: 1) As(III) 

beeinträchtigt die Wirkungsweise von Lsi1 und Lsi2 (s.o.), wodurch es zu einer 

verminderten Si-Aufnahme käme. 2) Verminderte Transpiration beeinträchtigt den 

apoplastischen Si-Transport und führt zu niedrigerer Verlagerung von Si in den 

Spross. Bei der höchsten Behandlungsstufe (26,7 µM) wurde kein verminderter Si-

Gehalt festgestellt. Da diese Pflanzen allerdings nicht gewachsen sind, spiegelt die 

ermittelte Konzentration vermutlich die Si-Konzentration gegen Versuchsbeginn 

wider.  

 

4.4.1.e Wirkung von As(III) auf Wachstum, Aufnahme  und Verlagerung von As 
und Si von 6 Wochen alter Reispflanzen 
Die Behandlung älterer Pflanzen mit As(III) führte zu ähnlichen Ergebnissen wie die 

Behandlung jüngerer Pflanzen. Auch hier verminderte As(III) den 

Frischmassezuwachs. Anders als bei jüngeren Pflanzen konnte allerdings keine 

toxische Wirkung durch 5,3 µM As(III) festgestellt werden. Die Ursache hierfür könnte 

eine geringere As(III)-Aufnahme der älteren Pflanzen sein. Tatsächlich war die As-

Konzentration in der Wurzel-TM der ältereren Pflanzen nach gleicher 
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Behandlungsdauer wesentlich geringer. Eine geringere Aufnahme von As(III) mit 

zunehmendem Alter der Pflanze könnte dabei an einer geringeren Anzahl an 

Transportern für As(III) liegen. Die Expression von Lsi1 und Lsi2 ist hierbei in 

jüngeren Wurzelsegmenten am stärksten und nimmt mit dem Alter der Wurzel ab 

(mündlich überliefert, T. Nyi 2009). Da mit zunehmendem Wurzellängenwachstum 

der Anteil junger Wurzelsegmente am Gesamtwurzelsystem abnimmt, könnte so eine 

geringere Anzahl an Transportern zu einer geringeren Aufnahme geführt haben. Dies 

würde zudem bedeuten, dass As(III) auch im Symplasten toxisch wirkt, denn ein 

externes Einwirken von As(III) auf Aquaporine und NIPs müsste bei jungen und alten 

Pflanzen ähnlich sein. Zudem würde eine relativ geringere Anzahl reiner Aquaporine 

am Wurzelsystem älterer Pflanzen zu keiner Minderung der Toxizität führen. 

Lediglich die geringere As-Konzentration in der TM kann hier die geringere 

Empfindlichkeit gegenüber 5,3 µM As(III) erklären.  

Weiter minderte die Applikation von Kieselsäure - wie bei jüngeren Pflanzen - die 

Toxizität nicht. Auch der Verlauf der As-Konzentrationen in der Trockenmasse 

entspricht dem der jüngeren Pflanzen. Allerdings wurde letzteren As(III) auch in 

Konzentrationen zwischen 5,3 und 16 sowie >16 µM angeboten. Da diese 

Konzentrationen den älteren Pflanzen nicht angeboten wurden, konnte hier eine 

verstärkte Aufnahme zwischen 5,3 und 16 µM As(III) bzw. eine verminderte 

Aufnahme bei Konzentrationen >16 µM nicht erkannt werden konnte. Ebenso konnte 

eine Applikation von Kieselsäure die As-Konzentration in der Wurzel nicht signifikant 

mindern. Allerdings wurde im Spross eine Reduktion des As-Gehaltes durch 

Kieselsäure festgestellt. Ferner war die Translokation von As in den Spross bei alten 

und jungen Pflanzen in den gemessenen Konzentrationen nahezu identisch.  

Wie bei jüngeren Pflanzen war auch bei älteren Pflanzen bei Applikation von 

Kieselsäure der Si-Gehalt im Spross erst durch Konzentrationen >5,3 µM As(III) 

vermindert. Ohne Kieselsäure-Applikation konnte diese Reduktion nicht festgestellt 

werden. Allerdings betrug hier die Si-Konzentration in der Spross-TM bei älteren 

Pflanzen nur 1/10 derjenigen jüngerer Pflanzen. Eine geringere Si-Aufnahme deckt 

sich hierbei mit der ebenfalls geringeren As-Aufnahme (s.o.). Die Gründe hierfür 

dürften die gleichen sein, die auch zu einer geringeren As-Aufnahme führten, da 

einige Si-Transporter auch As(III) transportieren (s.o). In der Wurzel-TM führte die 

niedrigste As(III)-Konzentration von 1,3 µM bei +Si-Pflanzen bereits zu einem 

verminderten Si-Gehalt. Damit reagierte die Si-Aufnahme empfindlicher als die Si-
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Verlagerung, wobei die Reaktion bereits unterhalb des EC10-Toxizitätsgrenzwertes 

stattfand. Hingegen führte die höchste As(III)-Applikation von 16 µM As(III) nicht zu 

verminderten Si-Konzentrationen in der Wurzel-TM. As(III) könnte hier die 

Translokation vermindert haben, da die Si-Konzentration in der Spross-TM reduziert 

war. 

 

4.4.2 As(III)-Aufnahmerate 
Die Aufnahmerate wurde unterhalb des Toxzitätsgrenzwertes von 2,6 µM As(III) 

ermittelt. Hierbei konnte keine Toxizität beobachtet werden und die Pflanzen nahmen 

As(III) linear abhängig vom Angebot auf. As(III) wurde gegen den 

Konzentrationsgradienten aufgenommen, denn die Pflanzen akkumulierten As in der 

Frischmasse der Wurzeln um das 120-160-fache der Außenkonzentration. Es kommt 

zu einer As-Akkumulation in der Wurzel, da mehr As aufgenommen als verlagert 

wird. Eine niedrigere Verlagerung kann wiederum aus der Bindung des stark 

toxischen As(III) in der Wurzel an GSH und Phytochelatine resultieren (s.o.).  Weiter 

scheint die Arsenaufnahme nicht geregelt zu sein, denn die Akkumulation gegenüber 

der Außenkonzentration blieb über alle angebotenen Konzentrationen und 

unabhängig vom Si-Angebot konstant. Dies würde den Transport über 

wassertransportierende Kanäle implizieren. Da bestimmte NIPs As(III) transportieren, 

As(III) u.a. über Siliziumtransporter aufgenommen und verlagert wird und Si und As 

im Xylem verlagert werden, scheint dies schlüssig. Zwar zeigen Untersuchungen der 

Si-Transporter Lsi1 und Lsi2 eine Michaelis-Menten-Kinetik, jedoch liegt der Km-Wert 

dieser Transporter in einem Konzentrationsbereich, bei dem As(III) deutlich toxisch 

wirkt. Der Km-Wert für die Aufnahme von Si aus der Lösung in die Cortex-Zellen 

(Lsi1) liegt bei 0,15 mM (Ma et al. 2004) und für die Gesamtaufnahme bei 0,32 mM 

(Tamai & Ma 2003) bzw. 0.35 ± 0.05 mM (Nikolic et al. 2007). Zudem wird Vmax bei 

ca. 1,5-1,6 mM externer Si-Konzentration erreicht (Mitani & Ma 2005, Nikolic et al. 

2007, Tamai & Ma 2003). Für As(III) hingegen wurde aus den vorliegenden 

Ergebnissen ein EC10-Wert von 2,7 µM berechnet. Damit liegt der nicht-toxische 

Konzentrationsbereich von As(III) für Reis im unteren Operationsbereich der Si-

Transporter und somit im linearen Bereich der Michaelis-Menten-Funktion. Die 

ermittelte Aufnahmerate stieg hier linear um 6,349 pmol cm-2 h-1 je µM As(III)-

Angebot.  
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Die Ergebnisse stehen im Gegensatz zu Abedin et al. (2002), Meharg & Jardine 

(2003) und Chen et al. (2005). Diese fanden bei Aufnahmekinetiken für As(III) durch 

Reis an abgeschnittenen Wurzeln in Kurzzeitversuchen hohe Korrelationen der 

Aufnahmerate mit einer Michaelis-Menten-Funktion, allerdings mit unterschiedlichen 

Km-Werten von 3,7; 15,5; 22,9 und 180 µM As(III). In diesen Versuchen wurde 

zudem As(III) in Konzentrationen von ≥6,7 µM  bis teils 2,5 mM appliziert. Damit 

wurden diese Versuche ausschließlich in Konzentrationen durchgeführt, die in der 

vorliegenden Arbeit deutlich toxisch wirkten. Zudem konnte hier gezeigt werden, 

dass As(III) in toxischen Konzentrationen neben dem FM-Zuwachs auch die 

Aufnahme von As(III) sowie Verlagerung von As(III) und Si beeinträchtigt. Die aus 

der Literatur genannten  Aufnahmekinetiken sind somit ein Artefakt.  

Eine Applikation mit Kieselsäure verminderte ferner die As-Konzentration in der TS. 

Mögliche Gründe hierfür wurden bereits beschrieben (s.o.).  

 

4.4.3 Wechselwirkung von Si, As(III) und Wassertransport bei Reis 
Aufnahme von As(III) und Si erfolgt durch NIPs und Lsi2 (Bienert et al. 2008, Ma et 

al. 2008), während Wasser über Aquaporine aufgenommen wird. 

As(III) könnte die Aufnahme von Wasser, aber auch As(III) und Si beeinträchtigen. 

Im Apoplasten würde eine Bindung von As(III) an Cystein-Gruppen die 

Funktionsweise von NIPs und Aquaporinen stören. Darüber hinaus könnte es im 

Apoplasten wie Symplasten an Thiol-Gruppen weiterer Proteine binden und deren 

Funktion stören (Delnomdedieu et al. 1993, Ullrich-Eberius et al. 1989). Zu diesen 

zählen möglicherweise auch im Symplasten lokalisierte regulatorische Proteine von 

NIPs und Aquaporinen.  

Nur ein geringer Teil des aufgenommenen As(III) kann in den Spross transloziert 

werden, da dieses vermutlich größtenteils in Vakuolen der Wurzel sequestriert wird 

(Zhao et al. 2009). As(III) beeinträchtigt zudem die Verlagerung von As(III), Si und 

Wasser in den Spross. Vermutlich liegt dies daran, dass auch an deren Verlagerung 

NIPs und Aquaporine beteiligt sind (Bienert et al. 2008, Ma et al. 2008). Zudem ist 

möglicherweise der Transporter Lsi2 durch As(III) beeinträchtigt, welches die 

Translokation von As(III) und Si vermindert. As(III) reduziert die Transpirationsrate 

möglicherweise zusätzlich über Signalwege wie Abscisinsäure und pH des Xylems. 

Auch Si reduziert die Transpirationsrate, möglicherweise über eine reduzierte 

kutikuläre Transpiration sowie über die Regulation der Stomata  (Agarie et al. 1998).  
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Abb.4.14: Wechselwirkung von Si, As(III) und Wassertransport bei Reis. 

Durchgezogene Linien stellen vermutete Beziehungen aufgrund der vorliegenden 

Ergebnisse und gestrichelte Linien weitere vermutete Beziehungen dar. 

 

Die Transpiration könnte wiederum den Transport von As(III) und Si beeinflussen, da 

diese im Xylem verlagert werden. Ein kontinuierliches Angebot von Si führt zudem 

neben einer verminderten Transpiration zu einer geringeren Expression der 

Transporter Lsi1 und 2 (Ma et al. 2006, Ma et al. 2007), wodurch die As(III)-

Aufnahme als auch Verlagerung in den Spross reduziert wird. 
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5. Abschließende Betrachtung 
 

Ziel der vorliegenden Arbeit war, die toxische Wirkung von As(III) auf das Wachstum 

von Reis zu untersuchen. Hierzu bedurfte es zunächst eines zerstörungsfreien 

Parameters zu Erfassung der Toxizität. Untersuchungen verschiedener Parameter 

zeigten, dass As(III) einen Einfluss auf den Wasserhaushalt der Pflanze hat. Eine 

Behandlung mit ≥10,7 µM As(III) reduzierte innerhalb von 3 h die Transpirations- und 

Photosyntheserate. Auch eine Behandlung über mehrere Tage führte zu einer 

konstant niedrigen Transpirations- und Photosyntheserate, allerdings erst durch ≥16 

µM As(III). Möglicherweise führten hier Anpassungsmechanismen der Pflanze zu 

einer geringeren Empfindlichkeit gegenüber As(III). In mehreren Versuchen konnte 

zudem eine Abhängigkeit des Frischmassezuwachses von der As(III)-Konzentration 

in der Nährlösung gezeigt werden, wobei der Frischmassezuwachs empfindlicher 

reagierte als Transpirations- oder Photosyntheserate. Als Größe, die das Wachstum 

der Pflanzen direkt widerspiegelt, schien der FM-Zuwachs damit eine geeignete 

Größe zur Ermittlung der As(III)-Toxizität zu sein. Nach 4-5 Tagen Behandlung 

reduzierten Konzentrationen ≥5,3 µM As(III) den FM-Zuwachs signifikant. Dies wurde 

in einem weiteren Versuch bestätigt, wobei der ermittelte EC10-Wert bei 2,4 As(III) 

lag. Behandlungsstufen ≥21,4 µM As(III) führten zudem zu einer Abnahme der 

Frischmasse innerhalb von 24 h nach Behandlungsbeginn. Die Ursache hierfür 

könnte die Beeinträchtigung von Aquaporinen durch As(III) sein. Weiter folgte in 

diesen Versuchen die As-Konzentration in der TM der angebotenen As(III)-

Konzentration in Form einer Optimumskurve. Damit könnte As(III) durch die 

Beeinträchtigung der Funktion von NIPs seine eigene Aufnahme mit zunehmender 

Toxizität vermindern. Ebenso war die Translokation von As in den Spross mit 

steigender As(III)-Konzentration in der Nährlösung beeinträchtigt, wobei die höchsten 

As-Konzentrationen sowie absolute As-Mengen Pflanze-1 nach Applikation von 10,7 

(Wurzel) und 5,3 (Spross) µM As(III) auftraten.  

Um eine Wirkung von Si auf die As(III)-Toxizität zu untersuchen wurden Pflanzen mit 

0,89 mM Kieselsäure kultiviert und in Nährlösung mit As(III) behandelt. Die 

Applikation von Kieselsäure konnte die Reduktion im FM-Zuwachs nicht signifikant 

mindern, führte aber zu einer niedrigeren As(III)-Aufnahme sowie Verlagerung von 

As in den Spross. As(III) führte seinerseits zu einer Reduktion der Si-Konzentration in 

der Spross-TM. Dies beruht möglicherweise wiederum auf einem gemeinsamen 
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Transporter von As(III) und Si, wobei einige dieser Transporter NIPs sind. Die 

Ergebnisse zeigen, dass Si zwar die As(III)-Aufnahme und –Verlagerung verringern 

kann. Dies kann eine As(III)-Toxizität aber nur bedingt beeinflussen, da eine toxische 

Wirkung zumindest teilweise von As(III) im Apoplasten durch Störung des 

Wasserhaushaltes beruht. 

Mithilfe der Ergebnisse aus den Versuchen zur As(III)-Toxizität konnte die 

Aufnahmerate von As(III) ermittelt werden. Eine Steigerung der angebotenen As(III)-

Konzentration unterhalb des ermittelten EC10-Wertes ergab einen linearen Anstieg 

der Aufnahmerate, unabhängig vom Si-Angebot. Auch die bekannten As(III)-

transportierenden Si-Transporter zeigen unter für As(III) physiologisch relevanten 

Konzentrationen eine lineare Aufnahme in Abhängigkeit der Konzentration. Die 

Pflanzen reicherten As(III) zudem über alle nicht-toxischen Konzentrationen 

gleichmäßig an, was eine nicht geregelte Aufnahme vermuten lässt.  
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6. Zusammenfassung 
Arsenit [As(III)] kann zu Wachstumsdepressionen und Ertragsdefiziten bei Reis 

führen und über das Korn in die Nahrungskette gelangen. Silizium hingegen kann die 

As(III)-Aufnahme durch Reis mindern. In zwei Versuchen wurde untersucht, wie Si 

die As(III)-Toxizität und –Aufnahme intakter Pflanzen beeinflusst. Durch Wiegen 

gelang es, die Wirkung von 0 - 26,7 µM As(III) sowie 0,89 mM Si auf die 

Frischmasseentwicklung junger Reispflanzen in Nährlösung über 7 Tage zu 

beobachten. Die Aufnahmerate wurde unterhalb des ermittelten EC10-Wertes 

bestimmt, um einen toxischen Einfluss von As(III) auf die Aufnahmerate 

auszuschließen. Hierzu wurde As(III) Wurzeln intakter Pflanzen in einem 

Durchflusssystem unter Sauerstoffausschluss und Gewährleistung der As-Form über 

4 Tage angeboten. Der Frischmassezuwachs wurde durch 5,3 µM As(III) um 32,5 % 

bzw. 27 % vermindert , -Si und +Si respektiv (EC10 = 2,4 und 2,8 µM). Die As(III)-

Aufnahme erfolgte linear abhängig vom Angebot und stieg um 6,349 (R2= 0,95) bzw. 

um 0,821 (R²=0,86) pmol As(III) cm-2 h-1 je µM As(III)-Angebot, -Si und +Si respektiv. 

Dabei reicherten -Si-Pflanzen bei allen angebotenen Konzentrationen das 120-

160fache der Außenkonzentration in der Frischmasse der Wurzeln an. +Si-Pflanzen 

reicherten im Mittel 15-mal weniger an. Si konnte die As-Konzentration in der 

Trockenmasse sowie die Translokation senken, führte aber nicht zu einer 

verminderten Toxizität. 
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7. Anhang 
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Abb.7.1: As-Konzentration in Spross- und Wurzel-TM in Abhängigkeit von der 

Arsenit-Konzentration in der Nährlösung nach 7-tägiger Behandlung. Die 

verwendeten Proben stammen aus dem Versuch zum FM-Zuwachs beschrieben in 

Kapitel 3 und dargestellt in Abb. 3.6 B.  
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