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1. Einleitung

1. Einleitung

1.1 Lebensraum Wasser

71,8% der gesamten Erdoberfliche sind von Meeren bedeckt, das sind rund
361 Mio. km2. Binnenseen, Flisse und das Grundwasser ,bedecken“ noch mal ca. 2,5
Mio. km? (Heyn, 1975).

Binnengewasser entstanden schon in den geologischen Epochen der
Kontinentalbildung. Im Gegensatz zu den Meeren, wo Uber l&ngere Zeitrdume
konstante Umweltbedingungen herrschten, z.B. bei der Salinitat, der Wassertemperatur,
dem Gasgehalt des Wassers (Bohle, 1995), waren die Binnengewésser sowohl ihrer
Lage nach, als auch in ihrer Ausdehnung einem raschen zeitlichen Wandel unterworfen.
Eine ungestdrte Entwicklung wie im Meer konnte in der Pflanzen- und Tierwelt nicht
ablaufen. Wechselnde biotische und abiotische Umweltbedingungen in den Gewéssern,
sowie intensive Wechselwirkungen mit dem terrestrischen Umfeld hatten einen grof3en
Einfluss auf Flora und Fauna. Immer wieder fanden an Land lebende Tiere und
terrestrische Pflanzen den Weg in die limnischen Okosysteme. Auch aus der Gruppe
der Phycophyta (Algen)sind zahlreiche Arten vertreten, jedoch findet man von ihnen
hier keine richtigen GrofRformen wie man sie im Gegensatz dazu im Meer (Bohle, 1995).
Die heute in den SulRgewassern der Welt zu findenden Makrophyten sind also sekundar
ins Wasser zurickgekehrt und mussten sich dort den neuen Umweltbedingungen
anpassen. Den Weg zuriick ins Meer fanden dagegen nur wenige Spermatophyten.
Neben den Mangroven konnten sich einige Seegraser aus den Familien der
Potamogetonaceae und Hydrocharitaceae in Kistennahe der Meere behaupten (Riedl,
1983).

1.1.1 Stehende Gewaiasser

Neben Quellen und Flissen bieten vor allem die stehenden Gewé&sser submersen
Makrophyten einen geeigneten Lebensraum. Es gibt sie in verschiedenen
Erscheinungsformen, von kleinen, nur periodisch Wasser enthaltenen Pfutzen bis zu
grolden, landschaftsprdgenden Seen. Sie bilden meist einen in sich abgeschlossenen,
fast autarken Lebensraum (Bohle, 1995). Aufgrund ihrer Entstehung unterscheidet man
verschiedene Seen, wie z.B. die Dammseen, die :
Kraterseen und Maare, Einbruchbecken usw., und s

anthropogen entstandene Seen, wie z. B. die Kies- ¢
gruben (Krausch, 1996).

Den Lebensraum ,See“ kann man in verschiedene
Zonen einteilen, die jeweils unterschiedliche
Lebensgemeinschaften beherbergen. Da wéren in erster
Linie die Uferzone (Litoral), der Freiwasserbereich
(Pelagial), die Boden- und Tiefenzone (Profundal) und .
der Bodenkdrper (Benthal) zu nennen. Das Litoral selbst  Aob. 1: Querschnitt durch einen See
kann wiederum in verschiedene Bereiche gegliedert werden, die unterschiedlich haufig
mit Wasser in Berihrung kommen. Auch das Pelagial wird nochmals horizontal
unterteilt, in einen Oberflichenwasserbereich (trophogene Zone), in dem
photoautotrophe  und  heterotrophe  Organismen leben, und in einen
Tiefenwasserbereich (tropholytische Zone), in dem nur heterotrophe Organismen leben
(Bohle, 1995).

Schwimmblattpflanzen
Tauchblattpflanzen
L




1. Einleitung

Ein limitierender Faktor fiir die Ausbreitung von photoautotrophen Organismen ist das
Licht. Ein geringer Teil des einfallenden Lichtes wird an der Wasseroberflache
reflektiert, der Rest im Wasser absorbiert. Je tiefer es vordringt, desto mehr wird es
abgeschwécht und es entsteht ein vertikaler Lichtgradient. In jeder Tiefe wird eine
bestimmte Wellenldnge des noch vorhandenen Lichtes absorbiert. Es kommt zu einer
exponentiellen Abnahme in der Tiefe. Da die verschiedenen Wellenldngen des Lichtes
verschiedene Attenuationskoeffizienten haben, werden sie in der Tiefe unterschiedlich
absorbiert, so dass die Lichtfarbe sich &ndert. Blau hat die gréf3te Transmission und ist
auch noch in grélieren Tiefen zu finden. Rot ist dagegen schon nach wenigen Metern
nicht mehr zu erkennen. Daneben beeinflussen auch die im Wasser gelésten Partikel,
Algen und Huminstoffe die Transmission des Lichtes. Dies ist von erheblicher
Bedeutung fir die Photosynthese der phototrophen Organismen, die nur bestimmte
Spektralbereiche (400-750nm) nutzen kénnen (Lampert und Sommer, 1993). Daher
sind vor allem das Litoral und die trophogene Zone des Pelagials mit ihren
ausreichenden Lichtverhéltnissen die optimalen Lebensrdume fir photoautotrophe
Organismen. Im Litoral konnte sich eine Uppige Makrophytenvegetation entwickeln, im
Pelagial findet man in erster Linie Mikroalgen. Aber auch einzelne Makrophyten, wie
das wurzellose Hornkraut Ceratophyllum spec. haben diesen Lebensraum fir sich
gewonnen. Am Ufer steht Réhricht und im flachen, ufernahen Bereich findet man die
Schwimmblattpflanzen. Daran schlief3t sich der Bereich der submersen Vegetation an.
Mit zunehmender Wassertiefe, wenn das Litoral ins Profundal Ubergeht, wird der
Bewuchs immer geringer. Die Tiefenverteilung reicht selten tber 10m, ist aber
letztendlich von der Einstrahlintensitat der Sonne abhangig sowie von der Tribung des
Wassers. Meist findet man in diesen Tiefen nur noch Characeen (Algen) und Moose
(Bohle, 1995).

Ein zweiter Faktor, der die Ausbreitung von Wasserpflanzen in tiefere Schichten
begrenzt, ist der Wasserdruck. Der Gasaustausch im Aerenchym der Spermatophyten
wird durch den zunehmenden hydrostatischen Druck (1bar/10m) beeintrachtigt, so dass
die Pflanzen mit zunehmender Tiefe neben zu geringen Lichtintensitaten auch mit
weniger CO, und Oz auskommen mussen (Lampert und Sommer, 1993).

Auch die Trophiestufen eines Gewaéassers haben einen Einfluss auf die
Wasserpflanzenbestande. In oligotrophen Seen findet man z.B. kleine, rosettenbildende
Pflanzen wie z.B. Litorella spec., Isoétes spec. und Lobelia spec.. Mit zunehmender
Trophiestufe nimmt der Bestand an Rd&hricht und Schwimmblattpflanzen zu und die
submerse Vegetation ab (Lampert und Sommer, 1993).

1.1.2 FlieBende Gewasser

Auch von Fliel3gewassern gibt es verschiedene Erscheinungsformen, die sich sowohl in
ihrer horizontalen als auch vertikalen Ausdehnung voneinander unterscheiden. Ein
wichtiges Unterscheidungsmerkmal bei Flieligewassern ist ihr Gefédlle und die damit
verbundene Flielligeschwindigkeit. Man unterscheidet zwei Hauptlebensraume, einmal
den Bachbereich (Rhithral) und den anschlieRenden Flubereich (Potamal). W&hrend
an der Quelle und im Bachbereich die Strdmung schnell und turbulent ist, und das
nahrstoffarme Wasser eine 100%ige O,-Sattigung aufweist, nimmt die Strémung bis zur
Mindung hin deutlich ab, ebenso wie die Sauerstoffsattigung. Die Nahrstoffdichte
dagegen nimmt zu (Hafner und Philipp, 1996).

Nur ein geringer Teil der Flora eines Flieligewassers ist direkt im strémenden Wasser
zu finden. Wahrend im terrestrischen Umfeld von Flielgewassern Spermatophyten
zahlreich vorkommen, sind sie in Flissen und Bachen nur sparlich vertreten. Aber alle
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1. Einleitung

festen Oberflachen sind mit einem Biofilm UGberzogen, der primar aus Bakterien, Algen,
Pilzen, Protozoen und Mikrometazoen besteht. In den Oberldufen der gemaRigten
Klimazonen fehlen Spermatophyten fast ganz (Bohle, 1995). Einige Moosarten wie
Scapania, Plathypnidum und Fontinalis kbnnen sich aber ansiedeln und bilden dichte
Rasen aus. In Quellsimpfen dagegen kann sich eine beachtliche Artenvielfalt
ausbilden. In nicht zu tiefen FlieRgewdassern mit feinkdrnigen Sohlsubstraten und einem
geringen Gefélle gibt es einige Arten, die strémungstolerant sind oder sogar rasch
flieRende Gewésser bevorzugen. Zwei artenarme Angiospermenfamilien, die
Podostemaceae und die Hydrocharitaceae sind spezialisierte Rheobionten
(Lebewesen, auch Pflanzen, die in der Strdmung leben). So findet man vor allem
Wasserhahnenful3, Wassersternarten und Wasserpest als submerse Arten in
Fliellgewassern (Bohle, 1995).

1.1.3 Anpassungen von submersen Makrophyten an ihren Lebensraum

Nach ihrer Immigration ins SiRBwasser mussten sich die einstmals an das terrestrische
Leben angepassten Makrophyten wieder auf neue Lebensbedingungen einstellen.
Diese Anpassungen an den neuen Lebensraum waren vielfaltig. Die durch das
Landleben entwickelten Strukturen wurden entweder wieder aufgegeben oder
beibehalten, dann aber in ihrer Funktion reduziert (Briinner, 1953).

Die meisten in unseren Klimazonen vorkommenden submersen Makrophyten z&hlen zu
den Angiospermen. Sie besitzen einen Kormus, an dem man Blatt, Stangel und Wurzel
unterscheiden kann. Die Wurzeln haben meist nur noch Haltefunktion, einige Pflanzen,
wie z.B. Ceratophyllum demersum, haben sie ganz reduziert, da sie ihre N&hrstoffe
Uber die gesamte Pflanzenoberflache aufnehmen. Andere, vor allem Sumpfpflanzen,
nutzen ihre Wurzeln jedoch auch noch zur Nahrstoffaufnahme. Da Wasserpflanzen ihre
Nahrstoffe direkt aus dem Wasser Uber die gesamte Oberflache aufnehmen kénnen,
haben sie diese im Vergleich zu ihren Massen vergréRert, indem sie ihre Blatter meist
fein zerschlitzt oder schmal und dinn gestaltet haben. Diese enthalten in der Regel
keine Stomata mehr, daflr kénnen aber Hydropoten und Wasserspalten auftreten, wie
z.B. bei Myriophyllum spicatum (Napp-Zinn, 1973). Auf dicke Blattoberflachenauflagen
als Verdunstungsschutz kann ebenfalls verzichtet werden. Die Stangel sind meist lang,
dunn und auf Zugfestigkeit ausgelegt. Einige Pflanzen haben ihn ganz reduziert, z.B.
Isoétes spec.. Die geschlechtliche Vermehrung findet bei vielen Wasserpflanzen
weiterhin aulBerhalb des Wassers statt. Sie schieben ihre Blitenstdnde an langen
Sténgeln Uber die Wasseroberflache. Bei anderen Wasserpflanzen findet die
Blutenbildung und Befruchtung unter Wasser statt. Eine vegetative Vermehrung ist bei
Wasserpflanzen ebenfalls weit verbreitet (Krausch, 1996).



1. Einleitung

1.2 Das Karbonatsystem in SiiRgewdssern
1.2.1 Mangelware Sauerstoff und Kohlendioxid

Die im Wasser gelosten Gase wie Sauerstoff und Kohlendioxid stammen aus der
Atmosphére, sie entstehen bei der Photosynthese von Algen und héheren Pflanzen und
durch die Atmung von Pflanzen und Tieren. Wahrend Stickstoff sowohl durch bakterielle
Aktivitat als auch durch die Atmosphdre in die Gewdasser gelangt, werden
Schwefelwasserstoff und Methan ausschliel3lich durch Bakterien produziert (Lampert
und Sommer, 1993).

Zwischen den Gasen und dem Wasser entsteht ein Lésungsgleichgewicht, das mit Hilfe
des Henryschen Gesetzes beschrieben werden kann. Man kann damit die theoretisch
geléste Gasmenge C ([mol/l]) errechnen, da es einen Zusammenhang zwischen dem
Partialdruck (Pt) eines Gases, in Abhdngigkeit von der Temperatur (T), und seinem
Léslichkeitskoeffizienten K herstellt:

C=K-Pr (1)

Enthalt das Wasser so viel Gas, dass es dem L&sungsgleichgewicht entspricht, dann ist
die Lésung gesattigt. Es wird nun genauso viel CO; produziert bzw. aufgenommen, wie
verbraucht bzw. abgegeben wird. Dies ist aber selten der Fall, da Produktion und
Verbrauch meist unterschiedlich schnell erfolgen und ein Austausch mit der Luft an
deren Grenzflache relativ langsam vonstatten geht. Daher kommt es meist zu einer
Uber- oder Untersattigung des Wassers mit CO,. Fir die Sattigungsmenge ist der
Partialdruck des Gases, die Temperatur der Lésung und der Salzgehalt der Lésung
wichtig, wobei dieser bei SiRwasser vernachlassigt werden kann (Lampert und
Sommer, 1993). Die Temperatur dagegen hat einen erheblichen Einfluss auf die
L&slichkeit von CO,. Bei 0°C betragt K fir CO, 7,55 x 10 und bei 20°C 3,61 x 10™ (Gisi
et al., 1997). Bei einem gleichbleibenden Partialdruck (z.B. 1,01bar’ auf Meereshohe)
ist die geléste CO2-Menge bei 0°C Wassertemperatur mehr als doppelt so grol3 wie bei
20°C. Erhéht sich der Partialdruck, z.B. mit zunehmender Tiefe eines Sees (der Druck
nimmt je 10m Wassertiefe um 1bar zu), dann erhéht sich auch die Ld&slichkeit des
Gases. Da die Diffusionsgeschwindigkeit von CO, in Wasser jedoch sehr gering ist und
eine signifikante Zufuhr von CO; nur an der Grenzflache Atmosphéare/Wasseroberflache
erfolgt, hat die erhdhte Ldslichkeit in der Tiefe keinen Einfluss auf die Gesamtmenge an
geléstem CO, im Wasserkérper. Das Gas gelangt lediglich mit der Frihjahrs- und
Herbstzirkulation in das Hypolimnon (untere Wasserschicht) (Lampert und Sommer,
1993).

1.2.2 Das Kalk-Kohlensaure-Gleichgewicht

Nach dem Henryschen Gesetz (1) wird die Ld&slichkeit eines Gases durch den
Léslichkeitskoeffizienten des Gases (K) und durch seinen Partialdruck (Pt) bestimmt.
Kohlendioxid 16st sich aber mehr, als nach den Berechnungen méglich ware. Der Grund
liegt darin, dass das Gas nicht nur als solches gel6st vorliegt, sondern dass es zu
Kohlensé&ure hydratisiert:

H,0 + CO; <> HCO3¢> HCO3 + H" > CO5% + 2H* (2)

! Ibar ist der zehnte Teil eines Megapascals: 1bar = 100kPa
4
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Abb. 2 zeigt die relativen Anteile der unterschiedlichen Kohlenstoff-Formen bei
verschiedenen pH-Werten. Die Kohlenséure ist eine . "
recht instabile Saure, die sehr schnell wieder zerfillt. Cc;zog e i i
Ihr Dissoziationsgrad ist vom pH des Gewéssers
abhéngig. Bei pH 8 liegt das Gleichgewicht eher auf
der rechten Seite der Gleichung beim
Hydrogenkarbonat. Steigt der pH weiter an, dann
finden sich immer mehr Karbonat-lonen im Wasser.
Bei niedrigen pH-Werten liegt Uberwiegend freies
COyaq) und in geringen Mengen (< 1%) Kohlensédure

vor (Lampert und Sommer, 1993) Abb. 2: Relative Anteile der verschiedenen
Formen des CO; bei unterschiedlichen pH-
Werten (Lampert und Sommer, 1993)

Anteil (%)

pH

In vielen Gewassern kann das Karbonat mit Alkali- und Erdalkalimetallen schwerl&sliche
Salze bilden, so dass dem Gleichgewicht (2) COs* entzogen wird. Dadurch kann neues
CO;, geldst werden. So kommt es, dass sich mehr CO, im Wasser 16st, als es nach den
Berechnungen mit dem Henryschen Gesetz mdéglich wére. Die Metallionen, die mit dem
Karbonat Verbindungen eingehen, sind vor allem Mg?* und Ca?*. Solange eine geringe
Menge an Kohlensdure im Wasser vorliegt, d.h., der pH nicht zu weit ansteigt,
verbinden sich diese lonen mit HCO3; und bilden z.B. das leicht I6sliche Ca(HCO3),.
Wird die Kohlensaure jedoch verbraucht, so steigt der pH an und es bildet sich
schwerldsliches CaCOg;, das ausfallt. Dies kann in kalkreichen Seen passieren, wenn
z.B. bei hoher Lichtintensitat die Photosyntheserate der Wasserpflanzen hoch ist und
die Pflanzen dem Wasser daher viel CO; entziehen. Dann fallt unlésliches CaCO3; aus
und lagert sich auf den Blattern ab. Man spricht von einer biogenen Entkalkung. Wird
dem System aber CO, zugefiihrt, z.B. nachts durch die Pflanzenatmung, so 18st sich
das Karbonat wieder, und zwar so lange, bis das geléste CO, bzw. die Kohlensaure
verbraucht ist. Der pH sinkt dabei langsam (Schmidt, 1978).

Das Kalk-Kohlensaure-Gleichgewicht ist verantwortlich fur das Puffervermégen eines
Gewassers. Kalkarme Gewasser sind meist schwach gepuffert. Wird ihnen CO; durch
die Photosynthese entzogen, dann kann der pH auf 9, bei HCO3-Verbrauch sogar auf
11 steigen, so dass es zu tagesperiodischen pH-Schwankungen kommt. Kalkreiche
Gewaésser haben einen pH zwischen 7 und 8. Bei CO,-Entzug verschiebt sich das
Gleichgewicht zum unléslichen CaCO3; und CO, kann nachgeliefert werden. Der pH-
Wert bleibt so lange stabil, bis alles CO, aufgebraucht ist (Lampert und Sommer, 1993).

1.3 Anpassungen von submersen Makrophyten und Algen

Das Problem von submersen Pflanzen, die Photosynthese betreiben, liegt nicht (wie bei
den Landpflanzen) im Wassermangel und auch nicht in den oftmals geringeren
Lichtintensitaten ihrer Standorte. Ihre Schwierigkeiten liegen vor allem in der Aufnahme
von ausreichend CO; und der méglichst raschen Abgabe von O, (van Ginkel und Prins,
1998). In einem mit der Atmosphére im Gleichgewicht stehenden SuRgewdasser, bei
einem pH zwischen 7.0 und 8.5, liegt die Gesamtkonzentration an geléstem Kohlenstoff
je nach Temperatur zwischen 0,2 und 2,5mM (Sand-Jensen, 1983; van Ginkel und
Prins, 1998). Die Menge an CO; ist in etwa die Gleiche, wie in dem entsprechenden
Volumen der Luft (Madsen und Sand-Jensen, 1991). Meerwasser hat einen pH von
etwa 8.2, d.h., mehr als 95% des anorganischen Kohlenstoffs liegt in Form von
Bikarbonat vor. Es hat dadurch eine ca. 50-mal héhere Konzentration an geléstem
anorganischen Kohlenstoff, als CO, in der Atmosphare vorkommt (Falkowski und
Raven, 1997).
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Trotzdem ist CO; der limitierende Faktor bei der Photosynthese von Wasserpflanzen.
Die verminderte Verfugbarkeit von CO, Ileg in seiner 10 000-mal geringeren
Diffusionsgeschwindigkeit in Wasser (nur 10”cm?/s). Die Viskositat des Wassers,
zusammen mit der Diffusionsbarriere, die die Grenzschicht an den Blattoberflachen von
Wasserpflanzen darstellt, tragen dazu bei (Jahnke et al., 1991).

Um diesen Nachteil zu kompensieren, haben sich bei submersen Wasserpflanzen
verschiedene Strategien entwickelt, die Bestandteil zahlreicher Untersuchungen waren.
Schmidt (1978) teilte die Unterwasserpflanzen, in Bezug auf die CO2-Aufnahme, in drei
Gruppen ein:

a) In den Quellmoos-Typ, der nur das im Wasser geléste CO, aufnehmen kann. Dazu
zahlte er Rotalgen, einige Griinalgen und Wassermoose, sowie Wasserfarne wie
Isoétes spec, und Blitenpflanzen wie Callitriche spec., Myriophyllum verticillatum,
Lobelia spec. und Cabomba spec. Diese Pflanzen leben in Gewéassern, deren pH
niedriger ist als 7.

b) In den Wasserpest-Typ, der neben CO, auch HCOs3™ nutzen kann und dafir OH™ an
seine Umgebung abgibt. Dazu zahlte er Myriophyllum spicatum, verschiedene
Laichkrautarten, Ceratophyllum demersum, Ranunculus penicillatus, verschiedene
Elodea-Arten, Vallisneria spiralis sowie einige Grunalgen (z.B. Chara fragilis).

c) Ein dritter Typ ist der Scenedesmus-Typ. Bei dieser planktischen Griinalge dominiert
die HCOs-Aufnahme.

In den darauf folgenden Jahren untersuchten verschiedene Arbeitsgruppen die
unterschiedlichen Aufnahmemechanismen von HCO3; und CO; bei submersen
Makrophyten genauer. 1985 beschrieben Lucas und Berry die unterschiedlichen
Aufnahmewege von Kohlenstoff bei Cyanobakterien, Mikro- und Makroalgen sowie
aquatischen Angiospermen. Sie zeigten einen aktiven Transport von DIC (dissolved
inorganic carbon) durch die Zellmembran auf, sowie das mdgliche Vorhandensein einer
extrazelluldren Kohlensaureanhydrase bei Algen.

1.3.1 Aufnahme von anorganischem Kohlenstoff bei Cyanobakterien und Algen

Im Hinblick auf die Kohlenstoffaufnahme wurden neben den Cyanobakterien
(Procaryoten) vor allem die Algen genauer untersucht. Dabei waren in erster Linie die
Chlorophyta (Griunalgen) Bestandteil einiger Untersuchungen, da sie mit hdheren
Pflanzen viele Gemeinsamkeiten aufweisen, wie z.B. das Vorhandensein von
Chloroplasten-starke und Zellwénden, die aus Zellulose und Pektin bestehen (Streble
und Krauter, 1988).

Bei Cyanobakterien, wie z.B. Synechococcus spec. und Anabaena variabilis (Badger
und Andrews, 1982, Badger et al., 1978; Kaplan et al., 1980) wurden Untersuchungen
zur Aufnahme und Fixierung von Kohlenstoff durchgefihrt. So wurde z.B. bei Anabaena
variabilis ein Carrier in der Plasmamembran entdeckt, der sowohl CO; als auch HCO3
transportieren soll (Kaplan, 1985).

Die Untersuchungen von verschiedenen Mikroalgen zeigten unterschiedliche
Mechanismen zur HCO3-Nutzung. Bei Untersuchungen an verschiedenen Chlorella-
Arten wurden keine Spuren einer externen Kohlensdureanhydrase-Aktivitat gefunden
(Matsuda et al., 1999). Tsuzuki et al. (1985) zeigten, dass diese Grinalgen entweder
CO, oder HCO3 aufnehmen. In Clamydomonas reinhardtii, ebenfalls eine Grinalge,
wurden Komponenten eines sog. ,carbon concentrating mechanism®“ (CCM) entdeckt,
durch den ein aktiver CO,- und HCO3-Transport durch die Plasmamembran ermdéglicht
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wird und wobei die Aktivitit einer Kohlensaureanhydrase im periplasmatischen Raum?
eine Rolle spielen soll (Bozzo und Colman, 2000).

Bei Characeen hat man ebenfalls eine Aufnahme von HCO3™ festgestellt (Lucas, 1983).
Es wurden bei diesen Makroalgen zwei Hauptmodelle fur die Aufnahme diskutiert, die
beide einen Protonengradienten an der Plasmamembran voraussetzen, der durch eine
ATPase erzeugt wird. Nach dem einen Modell erfolgt ein Plasmamembran-gebundener
Co-Transport fir HCOs  und H* (Lucas, 1985), die andere Theorie postuliert eine
Dehydration von HCOs3™ durch eine Ansauerung der Grenzschicht um die Alge (Walker
et al., 1980) oder des periplasmatischen Raumes (Price und Badger, 1985) und die
nachfolgende Diffusion des CO; in das Cytoplasma. Auch die Rolle von Charasomen
bei der Kohlenstoffaufnahme wurde diskutiert. Wahrend Franceschi and Lucas (1980)
sowie Price und Whitecross (1983) vermuteten, dass diese eine wichtige Rolle bei der
Aufnahme von DIC spielen, widerlegten Lucas et al. (1989) die Notwendigkeit von
Charasomen bei der photosynthetischen Nutzung von exogenem HCOs bei Chara
corallina.

Auch bei der Rotalge Gracilaria gaditana wurden die Aufnahme von anorganischem
Kohlenstoff und die Wirkung des CCM untersucht. So wurde mit Hilfe von
Hemmversuchen und potentiometrischen Methoden festgestellt, dass die Alge zwei
Aufnahmemechanismen fur DIC hat, die unterschiedlich sensitiv sind. Neben einem
,<Anionenaustauscher®, der DIC aufnimmt, ist die indirekte Aufnahme von HCOj3" durch
die Aktivitdt einer externen Kohlensaureanhydrase der Hauptaufnahmeweg (Andria et
al., 1999).

1.3.2 Aufnahme von anorganischem Kohlenstoff bei SiiBwassermakrophyten

Uber die Aufnahme von anorganischem Kohlenstoff bei submersen Makrophyten sind
viele Artikel verfasst worden. Schon 1833 machte sich Raspail Gedanken Uber die
CaCOgs-Niederschlage auf den Blattern von Wasserpflanzen und brachte sie mit einer
Entnahme von Kohlensdure aus dem Medium in Verbindung. 1933 fiihrte Arens mit
dem Indikatorfarbstoff Phenolphthalein Versuche an Wasserpflanzen wie Elodea, Najas
und Potamogeton durch und konnte deren physiologische Polaritdt nachweisen und
beschreiben. Dass submerse Makrophyten, ebenso wie die Algen, in der Lage sind,
HCOg3 als Kohlenstoffquelle zu nutzen, war bald klar, nur Gber die Aufnahmewege gibt
es bis heute unterschiedliche Meinungen.

1989 befasste sich Elzenga ausfuhrlich mit der Nutzung von HCOj3; Dbei
Wasserpflanzen. Er zeigte bei Algen fir HCO3; unterschiedliche Aufnahmewege, die
von einem aktiven Transport bis zur Aktivitat einer externen Kohlensdureanhydrase
reichte. Fur polare submerse Makrophyten griff er das Model von Prins et al. (1982) auf,
bei dem HCOg3™ durch Diffusion in den Apoplasten der Blattunterseiten gelangt, und dort
durch H*-lonen in CO, umgewandelt wird. Die Protonen werden mittels einer ATPase
nach auRen gepumpt. Gleichzeitig erfolgt ein apoplastischer oder symplastischer K*-
Transport quer durch das Blatt. Die Protonenabgabe an der Blattunterseite wird durch
die Abgabe von OH™-lonen an der Blattoberseite ausgeglichen. In einem weiteren Artikel
beschrieben Prins und Elzenga (1989) eine ,unstirred layer®, eine Grenzschicht an den
Blattoberflachen, die je nach Wasserturbulenzen und Pflanzenart zwischen 10 und
500um dick sein kann. In dieser Schicht diffundiert CO, und HCO3" vom Wasserkérper
hinein und O, hinaus. Sie ist es, die durch die Abgabe von Protonen angesauert wird.

* Lt. Angaben von Coleman und Grossman (1984) und Miyachi et al (1985) ist dies der Raum zwischen Zellwand
und Plasmamembran
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Hier und in der Zellwand finden alle Umwandlungsprozesse von HCOj3™ in CO; statt. In
weiteren Arbeiten befassten sich z.B. Miedema und Prins (1992) mit dem Protonenflux
an der Membran bei unterschiedlichen Beleuchtungsstarken.

Wie die Nutzung von HCO3 an polaren Blattern von submersen Makrophyten erfolgt,
scheint weitgehend geklart zu sein. Wie der Mechanismus aber bei nicht polaren Blatter
aussieht, die nachweislich ebenfalls HCO3™ nutzen kénnen (Prins et al., 1982), ist noch
nicht restlos geklart.

1.3.3 Aufnahme von anorganischem Kohlenstoff bei Seegrasern

Bei einem pH-Wert von etwa 8.3 liegt der gréf3te Anteil an anorganischem Kohlenstoff
in den Ozeanen in Form von Bicarbonat vor. Nach Berechnungen mit dem Henryschen
Gesetz (1) kommt etwa 50-mal mehr geldster anorganischer Kohlenstoff in den Meeren
vor, als CO; in der Atmosphéare (Falkowski und Raven, 1997). Daher erscheint es
naheliegend, dass sowohl Salzwasseralgen, als auch die Seegrdser diese
Kohlenstoffquelle zu nutzen wissen.

In Untersuchungen Uber die Kohlenstoffassimilation bei Posidonia oceanica stellten
Modigh et al. (1998) fest, dass die maximale Kohlenstoffassimilation im Februar
stattfand, wenn der epiphytische Bewuchs auf den Pflanzen am geringsten war. Ebenso
konnten sie nachweisen, dass das Gewebealter und die Position des Blattes an der
Pflanze Einfluss auf die Assimilationskapazitat hatte. Dagegen schien die Tiefe nur
einen geringen Einfluss darauf zu haben.

Andere Untersuchungen beschéftigten sich mit der Aufnahme von Bikarbonat als
Kohlenstoffquelle bei Posidonia oceanica und Cymodocea nodosa. Invers et al. (1999)
versuchten eine Verbindung zwischen einer Kohlensdureanhydrase-Aktivitat und der
Bicarbonat-Aufnahme herzustellen. Sie hemmten die Anhydrase mit Acetazolamid (AZ)
und mallen dann die Netto-Sauerstoff-Freisetzung. Dabei kamen sie letztendlich zu
dem Schluss, dass in Seegrasern ein Mechanismus zur direkten, aktiven Bikarbonat-
Aufnahme keine signifikante Rolle fir den Erwerb von Kohlenstoff spielte.

1.4 Transportvorgange an Membranen

Eine elementare Aufgabe von Membranen ist die Kontrolle tGber den Ein- und Austritt
von lonen und niedermolekularen Verbindungen an den Zellgrenzen. Dazu dienen
membranspezifische Vorrichtungen, wie Pumpen, Kanédle und Carrier (Luttge und
Higinbotham, 1979). Neben dem Transport von Substanzen durch die Membranen wird
an ihr auch ein lonengradient aufgebaut und aufrechterhalten (Alberts et al., 1995).

Damit anorganischer Kohlenstoff zu den Chloroplasten in den Zellen gelangen kann,
muss er die Plasmamembran durchdringen. Kleine unpolare Molekile wie CO;, und O
kénnen sich, gemal einem Verteilungskoeffizienten in der Membran ,durchlésen”
(Munk, 2000). Auch polare, ungeladene Molekile diffundieren, wenn sie klein genug
sind (bis ca. 60Da), durch die Lipiddoppelschicht. Bei diesen passiven
Transportvorgdngen werden die ungeladenen Molekile nur aufgrund eines
Konzentrationsgradienten transportiert. lonen, unabhé&ngig von ihrer Gréfl3e, steht dieser
Weg nicht zur Verfigung (Alberts et al., 1995). Sie kénnen durch einen
elektrochemischen Gradienten (Konzentrationsgradient und elektrische
Potentialdifferenz) durch die Membran gelangen. Neben diesen passiven
Transportvorgangen kénnen die Zellen bendtigte Molekile auch aktiv, entgegen einem
elektrochemischen Gradienten durch die Membran pumpen. Dazu sind Carrier-Proteine
mit einer Energiequelle gekoppelt (z.B. Energiegewinnung durch ATP-Hydrolyse), oder
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es sind Pumpen am Transport beteiligt, welche die Molekile aktiv nach innen
transportieren (Richter, 1996).

Solche Pumpen kénnen entweder als elektrogen (eine Netto-Ladung flie3t Gber die
Membran) oder elektroneutral (keine Netto-Bewegung von Ladung) charakterisiert
werden. Das Pumpen von H*-lonen durch die Plasmamembran bei Pflanzen, Pilzen
und Bakterien und durch den Tonoplast erfolgt elektrogen (Taiz und Zeiger, 2000). Fur
den Aufbau einer solchen elektrochemischen Potentialdifferenz mit H*-lonen ist an der
Plasmamembran eine H'-ATPase vom P-Typ verantwortlich und an der
Vakuolenmembran eine vom V-Typ, sowie eine H'-PPase (H'-Pyrophosphatase).
Neben Protonen werden bei Pflanzen nur noch Ca®*-lonen durch Pumpen transportiert.
Andere Stoffe werden entgegen einem elektrochemischen Potentialgradienten durch
einen Carrier-vermittelten Cotransport transportiert, der indirekt durch Pumpen
angetrieben wird (Taiz und Zeiger, 2000).

ATPasen sind Enzyme, welche die Energie eines Protonengradienten (proton motif
force = pmf) erzeugen (Skulachev, 1994). Sie koppeln eine ATP-Hydrolyse mit einem
Transport von H'-lonen durch die Membranen in den Apoplasten (Palmgren, 1998).
Man teilt sie aufgrund ihres Aufbaus und ihres Vorkommens in drei Typen ein, in die V-
Typ-ATPasen, die F-Typ-ATPasen/Synthasen und die P-Typ-ATPasen.

1.4.1 Die V-Typ- und F-Typ-H*-ATPasen

V-Typ-H*-ATPasen (vakuoldre ATPasen) (Abb. 3) sind entfernt verwandt mit den F-Typ-
H*-ATPasen (fraktionierte ATPasen). Es handelt sich bei beiden um groRe, multi-
heteromere Enzyme mit einem Molekulargewicht um 500kDa. Sie bestehen aus einem
integralen Membran-Teil (Vo, Fo) und einem hydrophilen katalytischen Komplex (V4, F1).
Dieser hydrophile Komplex ist in finf Untereinheiten aufgeteilt (A-E). Die katalytische
Seite, ein Hexamer, besteht aus drei A-Untereinheiten und drei B-Untereinheiten,
welche das ATP binden und hydrolysieren (Palmgren, 1998).

V-Typ-H*-ATPasen findet man im Tonoplasten von
Pflanzen und Pilzen, wo sie H'-lonen in die Vakuolen
transportieren und dadurch eine treibende Kraft fir
verschiedene Transportsysteme durch den
Tonoplasten entsteht (Sze et al, 1992).

Cytoplasma
Vi

Im Gegensatz dazu findet man die F-Typ-H-
ATPasen in der Plasmamembran von Eubakterien

und bei Eucaryoten in den inneren Membranen von Vo
Mitochondrien (FoF1-ATPase) und Chloroplasten
(CFoCF4-ATPase) (Sze, 1985). Sie synthetisieren S ralmcle
unter physiologischen Bedingungen ATP, unter

Ausnutzung der protonenmotorischen Kraft (pmf), Abb. .3: V-Typ-H'-ATPase einer Hefe (A-E sind
so dass sie eigentlich als ATP—Synthasen bezeichnet Untereinheiten der V4, Domaéne; ¢, ¢ und ¢* sind
werden muissen. Untereinheiten der V, Doméne); Kettner, 1999

Tonoplast
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1.4.2 P-Typ-ATPase

Die PM-H*-ATPase im Plasmalemma von Pflanzen o -
zahlt zu den P-Typ-ATPasen. Das P stammt aus dem _ & 2 & f‘%‘
Er
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Wort Phospho-Aspartyl-Intermediat, welches wahrend £ & ﬁ
der ATP-Hydrolyse als Zwischenprodukt entsteht i
(Dame und Scarborough, 1980). Die P-Typ-H'-
ATPase unterscheidet sich von den V-Typ- und F-
Typ-ATPasen hinsichtlich ihrer Biochemie, dem : o Tovend 1§
Aufoau der Untereinheiten, ihrem Arbeitsmecha- -+ 7" Ty e o’
nismus und in ihrem evolutiondren Ursprung ° "7 A e e 1
(Palmgren, 2001). Sie besteht aus einem einzelnen ARSI AR ;
Polypeptid mit einem Molekulargewicht von rund e Lo ™
100kDa, welches 10 Transmembrandurchgénge (M) oy
aufweist und so intra- und extrazellulare Schleifen Abb. 4: P-Typ-PM-H'-ATPase vom IIB-Typ
bildet (Abb 4) (Palmgren, 2001)

Im Cytosol bildet das Protein eine grol3e N-Domane (in anderen Veréffentlichungen als
C-Doméne bezeichnet) mit einer seitlichen Ausbuchtung, die als ,hinge“-Region (Van
Winkle, 1999) beschrieben wird, eine A-Region mit dem N-terminalen Ende des
Proteins und das C-terminale Ende des Proteins, das als R-Doméne bezeichnet wird
(Palmgren, 2001).

Die P-Typ-ATPasen bilden eine grof3e Gruppe von Kationen-Pumpen, die alle durch
Vanadat gehemmt werden kénnen (Palmgren 2001). Sie entstammen alle dem selben
Ursprung, némlich aus ,alten“ Procaryoten. Sie haben sich schon friih in zwei Typen
aufgeteilt, in Typ | und Typ Il (Abb. 5).
Daraus entwickelten sich die unterschiedli-
chen, heute  existierenden  P-Typ-
ATPasen. Dazu zdhlen u.a. die H'-
ATPasen in den Plasmamembranen der
Pilze, die Na'/K'-ATPase in tierichen
Zellen und die bakterielle K'-ATPase

:
5
55
5

....

(Palmgren, 2001). Die PM-H*-ATPase in Heavy Metal ATPases
Pflanzenzellen zahlt zum Typ |IB der H'*- (Frossmes & Eadyees
ATPasen (Mgller et al., 1996). Abb. 5: Die Entwicklung der P-Typ ATPasen (Van Winkle, 1999)

Die Gen-Familie der PM-H*-ATPase ist viel umfassender. Allein in Arabidopsis thaliana
wurden bis heute 12 Gene fiir verschiedene Isoformen der H*-ATPase gefunden, in
Nicotiana plumbaginifolia waren es 9 (Oufattole et al., 2000). Die Isoformen kommen in
unterschiedlichen Pflanzenteilen und Geweben vor. So findet man z.B. die von AHA3
codierte Isoform der PM-H'-ATPase im Leitgewebe der Blatter von A. thaliana
(Palmgren, 2001).

Die PM-H*-ATPase verbindet eine ATP-Hydrolyse mit einem Protonentransport aus
dem Cytoplasma in den Apoplasten (Mgller, et al, 1996). Durch die Hydrolyse von
einem ATP wird ein H'-lon transportiert (Briskin und Reynolds-Niesman, 1991).
Dadurch wird sowohl ein elektrischer, als auch ein chemischer Protonengradient
aufgebaut. So kénnen z.B. mit Hilfe von verschiedenen Carriern, die von der
protonenmotorischen Kraft (pmf) abhangig sind, Aminosauren und Zucker transportiert
werden (Palmgren, 1998).

Neben dem Transport von Nahrstoffen ist die PM-H'-ATPase auch am
Pflanzenwachstum beteiligt, sie spielt eine Rolle bei der Salztoleranz von Pflanzen,
reguliert den intrazelluldren pH und das Zellwachstum (Michelet und Boutry, 1995). Sie
ist an der Phloembeladung beteiligt (Parets-Soler et al., 1990) und bei der Regulation
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des stomatalen Offnungsmechanismus (Becker et al., 1993). Auch bei der Aufnahme
von Néhrstoffen aus dem Boden durch die Wurzeln (Jahn et al., 1998) und beim
Spitzenwachstum, z.B. in Pollenschlduchen und Wurzelhaaren ( Obermeyer et al.,
1992; Weisenseel et al., 1979) ist sie beteiligt.

Bei der Regulation der PM-H*-ATPase Aktivitdt spielt das C-terminale Ende des
Proteins als selbsthemmende Regulationsdoméane eine wichtige Rolle (Palmgren 2001).
Vermutlich wird diese R-Domane durch einen molekularen Mechanismus verschoben
und so die Pumpe aktiviert, sowie die Affinitat fur ihre Liganten erhéht (Palmgren,
1991). Dies kann z.B. durch Wechelwirkungen mit Lysophopholipiden und durch
Abbruchprodukte der Phospholipid-Hydrolyse durch eine Phospholipase erfolgen
(Palmgren et al., 1991). Daran beteiligt ist ein Regulationsprotein, das 14-3-3 Protein
(Fu et al., 2000), welches an der R-Domane nur anbindet, wenn an der Bindungsstelle
entweder ein Serin (Ser) oder ein Threonin (Thr) phosphoryliert ist (Svennelid et al.,
1999). Durch Zufuhrung von Fusicoccin wird die Bindung des 14-3-3 Proteins
stabilisiert, so dass die Aktivitat der PM-H*-ATPase durch dieses Phytotoxin des Pilzes
Fusicoccum amygdali erhéht wird (Olivari et al., 1998; Sitte et al., 1998).

Auch verschiedene andere Faktoren filhren durch Phosphorylierung zu einer
Aktivierung der PM-H*-ATPase, wie z.B. der Einfluss von Hormonen, Licht (Blaulicht),
Nahrstoffen, und der pH des Cytoplasmas (Malerba und Bianchetti, 2001). Andere
Einflisse bewirken durch eine Dephosphorylierung eine Hemmung der PM-H*-ATPase-
Aktivitat, wie z.B. durch eine Protein-Phosphatase (Camoni et al., 2000). Im Gegensatz
dazu gibt es aber auch Berichte, in denen die PM-H*-ATPase durch Phosphorylierung
gehemmt und durch Dephosphorylierung aktiviert wurde (Desbrosses et al., 1998; Vera-
Estrella et al., 1994).

1.5 Der monoklonale Antikérper 46E5B11

Im Rahmen seiner Dissertation stellte Lutzelschwab 1990 an der Albert-Ludwig
Universitat in Freiburg unter anderem einen monoklonalen Antikérper (46E5B11) her,
der sich gegen die 97kDa PM-H"-ATPase in Hypocotylen von Cucurbita pepo richtete.
Durch Kreuzreaktionen mit verschiedenen Arabidopsis-lsoformen, die in Hefezellen
exprimiert wurden, konnte festgestellt werden, dass er an drei Isoformen (AHA1-3)
bindet (Palmgren und Christensen, 1994).

In weiteren Untersuchungen von Lutzelschwab (1990) wurde die polare Verteilung der
PM-H*-ATPase in Elodea canadensis mit Hilfe dieses Antikdrpers genauer untersucht,
nachdem man an ihrem Blatt starke Ansduerungen an der Blattunterseite beobachtet
hatte (Prins et al, 1980; Prins et al., 1982). 1991 kam er bei der Lokalisation der PM-H"-
ATPase in Mais-Kotyledonen zum Einsatz (Villalba et al., 1991). Von Baur et al. (1996)
wurde der Antikérper bei der Untersuchung der Verteilung der PM-H*-ATPase in
Blattern und Stangeln von E. canadensis mit Hilfe von fluoreszenzmikroskopischen
Methoden eingesetzt. Diese Arbeit war u.a. der Anlass fur die hier durchgefiihrten
Untersuchungen. Der monoklonale Antikérper 46E5B11, wurde uns von Dr. Michalke
vom Institut fir Biologie Il der Albert-Ludwig-Universitat in Freiburg freundlicherweise
zur Verfugung gestellt.
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1.6 Ziele der Arbeit

Einige submerse Angiospermen und eine Vielzahl von Algen haben die Fahigkeit
erworben, HCOj3; als zusatzliche Kohlenstoff-Quelle zu nutzen. Dafiir haben sie
unterschiedliche Wege entwickelt. Wahrend bei Algen eine aktive Aufnahme von HCO3
durch Carrier und die Aktivitat einer Kohlensadureanhydrase aul3erhalb der Zellen oder
im Plasmalemma postuliert wird, haben die Angiospermen vermutlich andere Wege
beschritten (Lucas und Berry, 1985). Bei manchen submersen Angiospermen findet
man Blatter, die eine physiologische Polaritdt aufweisen. Durch das Ansduern einer
Blattseite wird das HCO3;/CO»-Gleichgewicht in Richtung CO, verschoben. Dies kann
dann passiv durch die Zellwande und die Plasmamembran diffundieren. Als Ausgleich
fur die Ansduerung an einer Blattseite wird die andere Seite alkalisch. Eine Nutzung von
HCOj3™ als Kohlenstoff-Quelle fand man jedoch nicht nur bei submersen Angiospermen
mit polaren Blattern. Auch zahlreiche andere Submersophyten, deren Blatter keine
physiologische Polaritdt aufwiesen, waren in der Lage, HCO3; zu nutzen, wie z.B.
Myriophyllum spicatum.

Messungen von Weisenseel und Linder (1990) mit einer 3-D-Schwingelektrode zeigten
polare Strémungsmuster an den Blattern von Elodea canadensis. An der adaxialen
Seite drangen positive Strome in die Blattoberflache ein und verlielRen sie an der
abaxialen Blattseite wieder. Weisenseel und Linder (1990) stellten dadurch fest, dass
die Blatter von E. canadensis H*-lonen an der Blattunterseite nach aulen pumpten und
an der Blattoberseite fur OH-lonen durchléssig wurden.

Bei den fluoreszenzmikroskopischen Nachweisen der PM-H*-ATPase konnte diese in
den unteren Epidermiszellen von Elodea canadensis nachgewiesen werden, wéhrend
sie in den oberen Epidermiszellen fehlten (Litzelschwab, 1990; Baur et al., 1996).
Daher liegt die Vermutung nahe, dass die PM-H*-ATPase im direkten Zusammenhang
mit dem Auftreten der Blattpolaritdt zu tun hat und mit der HCOj3;-Nutzung in
Zusammenhang steht.

Diese Untersuchungen waren der Anlass, mit dem monoklonalen Antikérper (46E5B11)
auch bei anderen submersen Makrophyten nach der PM-H'-ATPase zu suchen.
Folgende Fragen sollten im ersten Teil geklart werden:

e Bei welchen Wasserpflanzen, die unterschiedlichsten Biotopen entnommen werden,
zeigen die Blatter eine Polaritat?

e Bei welchen Wasserpflanzen ist die 100kDa-PM-H*-ATPase in den Bléattern
nachzuweisen. Ist sie auch in nicht polaren Blattern zu finden?

e Wo genau kann die PM-H*-ATPase in den Blattern lokalisiert werden?

e Findet man die PM-H'-ATPase auch in den Stingeln und Wurzeln der
Wasserpflanzen?

e \Welche strukturellen Gemeinsamkeiten oder Unterschiede finden sich im
Blattaufbau bei polaren und nicht polaren Blattern? Finden sich histologische
Besonderheiten?

e Zeigen sich histologische Unterschiede im Bau von Blatt, Stadngel und Wurzel
zwischen rein submers lebenden Wasserpflanzen und Wasserpflanzen, die auch
Uber der Wasseroberflache assimilieren?

Im zweiten Teil der Arbeit werden die cytologischen Aspekte genauer untersucht. Der
monoklonale Antikérper (46E5B11) soll auch in der Elektronenmikroskopie eingesetzt
werden. Mit seiner Hilfe sollen eventuelle cytologische Besonderheiten in Bléttern,
Stangeln und Wurzeln mit der Lokalisation der PM-H*-ATPase in Zusammenhang
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gebracht werden. Dazu muss jedoch als erstes eine geeignete Fixierung und eine
brauchbare Einbettung gefunden werden, die sowohl den Strukturerhalt als auch die
Antigenitat der Proben gewaéhrleistet. Folgende Fragen sollen dann beantwortet
werden:

e Zeigen sich strukturelle Besonderheiten in den Blattzellen, in denen eine Markierung
der PM-H*-ATPase gefunden wurde, gegeniiber solchen Zellen, die keine
aufweisen?

e Zeigt sich eine besondere Verteilung in der Lokalisation der PM-H*-ATPase in den
einzelnen Zellen?

Zum Schluss soll noch untersucht werden, ob Veranderungen von dul3eren Faktoren
einen Einfluss auf das Vorhandensein dieser PM-H*-ATPase in den Blattern von
submersen Makrophyten haben.

Ziel der Arbeit ist es, unter anderem mit Hilfe von licht- und elektronenmikroskopischen
Untersuchungen Zusammenhdnge zwischen strukturellen und physiologischen
Gegebenheiten bei submersen Makrophyten aufzuzeigen, die in unterschiedlichen
Habitaten zu finden sind. Dabei steht die Fahigkeit der Nutzung von HCOj3 als
zusatzliche Kohlenstoff-Quelle fur die Photosynthese im Vordergrund.
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2. Material und Methoden

2.1 Pflanzenmaterial
2.1.1. Alilgemeine Auswabhl

Die Gewasser und ihre Ufer werden von zahlreichen Pflanzen besiedelt, aus deren
Artenvielfalt einige zur Untersuchung ausgewahlt wurden. Die meisten davon z&hlen zu
den Angiospermen, aber auch Bryophyten und Pteridophyten waren vertreten.

Nach Krausch (1996) werden die Wasserpflanzen (Hydrophyten) in Tauchpflanzen
(Submersophyten) und  Schwimmpflanzen  (Natantophyten) unterteilt.  Die
Submersophyten  werden  weiter  unterschieden in Unterwasserpflanzen
(Demersophyten), die unter Wasser bliihen und fruchten und in die Uberwasserbliiher
(Emergentophyten), welche unter Wasser assimilieren und ihrer Bliten Uber die
Wasseroberflache hinaus schieben. Die Natantophyten assimilieren dagegen ganz oder
zum grofdten Teil an der Wasseroberflache und blihen auch dort. Sie lassen sich in frei
treibende (errante) Wasserschwimmer und wurzelnde (radikante) Schwimmblatt-
pflanzen unterteilen. Sumpfpflanzen (Helophyten) dagegen treiben ihre Blatter recht
bald Uber die Wasseroberflaiche und assimilieren dann an der Luft. Die
Unterwasserblatter sterben schnell ab.

Zunachst wurden aus vielen Pflanzenfamilien Hydrophyten ausgesucht, um bei ihnen,
mit Hilfe eines monoklonalen Antikérpers, das Vorhandensein und die Verteilung der
100kDa Plasmamembran (PM)-H*-ATPase immunfluoreszenzmikroskopisch zu
untersuchen. Dieser erste Uberblick sollte dazu dienen, eine engere Auswahl von
Pflanzen zu treffen, die anschliefiend genauer untersucht werden sollten. Folgende
allgemeine Kriterien wurden fir die erste Auswahl zu Grunde gelegt:

e Es wurden in erster Linie Submersophyten ausgesucht. Es waren sowohl| Vertreter
der Demersophyten als auch der Emergentophyten bei der Auswahl dabei.

e Einige Natantophyten wurden ebenfalls in die Untersuchungen mit einbezogen.
Dabei waren sowohl errante als auch radikante Pflanzen vertreten.

e Da die Unterteilung zwischen Helophyten und Submersophyten nicht immer
eindeutig ist, waren auch Sumpfpflanzen bei der Auswahl vertreten. Dabei handelte
es sich immer um die Unterwasserformen von Tenagophyten (Seichtwasser-
pflanzen).

Die Auswahl der Pflanzen fir die folgenden Untersuchungen erfolgte zundchst nach
ihren Standorten. Mit Hilfe von Ettl et al. (1980) und Sebald et al. (1990) konnten sie
folgenden Habitaten zugeordnet werden:

¢ Anthropogen entstandene, stehende Gewésser (Kiesgruben), mit einer Tiefe von
mehr als 5m. Das Wasser ist meist nahrstoff- und kalkreich und weist eine
jahreszeitliche Schichtung auf.

e Stehende, nahrstoffarme und kalkarme Gewésser, die mehr als 5m tief sind und
ebenfalls eine Schichtung aufweisen.

e Ein Hugellandbach als Vertreter der FlieRgewdasser, mit klarem, nahrstoff- und
sauerstoffreichem Wasser. Er weist eine geringe Wassertiefe und eine mittlere
Strdmungsgeschwindigkeit auf.

e Die Kiustengewasser des Mittelmeers bei Hyéres (Sudfrankreich).
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Ein Grolteil der gewahlten Pflanzen konnte den Freilandbecken des Botanischen
Gartens der Universitdt Karlsruhe entnommen (vgl. Tabellen 1-6). Dies hatte den
Vorteil, dass aus einem freien, geschiitzten Bestand keine Pflanzen entnommen
werden mussten, da viele einheimische Wasserpflanzenarten unter Naturschutz stehen.
Zusatzlich standen die Pflanzen fir die Versuche jederzeit zur Verfiigung.

Die Pflanzen, die nicht aus dem Botanischen Garten bezogen werden konnten, wie z.B.
Posidonia oceanica, ein Vertreter der Seegraser im Mittelmeer, mussten dem Freiland
entnommen werden. Die Tabellen 1 bis 5 geben einen Uberblick Uiber die untersuchten
Pflanzen und ihre Herkunft.

Tab. 1: Pflanzen aus stehenden, nahrstoff- und kalkreichen Gewéassern

(dicotyl)

Pflanzenname Familie Form Entnahmeort

Callitriche Callitrichaceae Natantophyt Bot. Garten, Karlsruhe

palustris (dicotyl) (radikant)

Ceratophyllum Ceratophyllaceae Demersophyt Bot. Garten, Karlsruhe

demersum (dicotyl)

Ceratophyllum Ceratophyllaceae Demersophyt Bot. Garten, Karlsruhe

submersum (dicotyl)

Elodea canadensis |Hydrocharitaceae |Emergentophyt |Bot. Garten, Karlsruhe
(monocotyl)

Elodea nuttallii Hydrocharitaceae | Emergentophyt |Kiesgrube ,Streitképfle®,
(monocotyl) Linkenheim- Hochstetten

Myriophyllum Haloragaceae Emergentophyt |Bot. Garten, Karlsruhe

spicatum (dicotyl)

Myriophyllum Haloragaceae Emergentophyt | Kiesgrube ,Epple See®,

verticillatum (dicotyl) Forchheim (Karlsruhe)

Najas marina Najadaceae Demersophyt Kiesgrube ,Streitképfle®,
(monocotyl) Linkenheim- Hochstetten

Potamogeton Potamogetonaceae |Emergentophyt |Bot. Garten, Karlsruhe

lucens (dicotyl)

Potamogeton Potamogetonaceae |Natantophyt Bot. Garten, Karlsruhe

natans (dicotyl) (radikant)

Potamogeton Potamogetonaceae |Emergentophyt |Bot. Garten, Karlsruhe

perfoliatus (dicotyl)

Stratiotes aloides | Hydrocharitaceae Natantophyt Bot. Garten, Karlsruhe
(monocotyl) (errant)

Utricularia sp. Lentibulariaceae Emergentophyt | Kiesgrube ,Streitkdpfle”,

Linkenheim- Hochstetten

Tab. 2: Pflanzen aus stehenden, kalkarmen, mafig

nahrstoffreichen Gewéssern

(dicotyl)

Pflanzenname Familie Form Entnahmeort

Isoétes lacustris |Isoétaceae Demersophyt Titisee, Schwarzwald
(Pteridophyta)

Lobelia cardinalis | Campanulaceae Emergentophyt |Fachhandel: Gula,

Aquaristik
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Tab. 3: Sumpfpflanzen (ndhrstoffreiche, kalkreiche Gewéasser)

Pflanzenname Familie Form Entnahmeort
Mentha aquatica |Laminaceae Tenagophyt Bot. Garten, Karlsruhe
(dicotyl)
Hippuris vulgaris Hippuridaceae Tenagophyt Bot. Garten, Karlsruhe
(dicotyl)
Tab. 4: Pflanzen in Flieligewédssern (Hugellandbach)
Pflanzenname Familie Form Entnahmeort
Ranunculus Ranunculaceae Emergentophyt | Speyerbach bei
penicillatus (dicotyl) Appenthal, Rheinland-
Pfalz
Callitriche Callitrichaceae Natantophyt Speyerbach bei
hamulata (dicotyl) Appenthal, Rheinland-
Pfalz
Tab. 5: Pflanzen im Salzwasser des Mittelmeers
Pflanzenname Familie Form Entnahmeort
Posidonia Potamogetonaceae |Demersophyt Klstengewasser bei
oceanica (dicotyl) Hyéres (La Madrague),
Sudfrankreich

Der Zoo- und Aquarienfachhandel (Gula Aquaristik, Zoo-Dehner) bietet zahlreiche
Wasserpflanzen fur das Aquarium an. Hierbei handelt es sich sowohl um Hydro- als
auch um Helophyten, die, laut Information des Vertreibers, zunachst in 100%
Luftfeuchtigkeit angezogen und dann erst in Wasserbecken eingesetzt wurden. Einige

davon wurden ausgewéhlt und ebenfalls untersucht.

Tab. 6: Aquarienpflanzen aus dem Fachhandel

Pflanzenname Familie Herkunft

Aponogeton distachyos | Aponogetonaceae (dicotyl) |Sudafrika, Stdfrankreich
Bacopa japonica Scrophulariaceae (dicotyl) Asien

Cabomba caroliniana Cabombaraceae (dicotyl) Mittelamerika
Cryptocoryne beckettii Araceae (monocotyl) Sri Lanka

Hottonia inlata

Primulaceae (dicotyl)

Sudl. Nordamerika

Isoétes setacea

Isoétaceae (Isoétopsida)

Mittelmeerraum

Microsorium pteropus Polypodiaceae Sudostasien
(Pteridophyta)
Myriophyllum aquaticum | Haloragaceae (dicotyl) Sudamerika

Rotala rofundifolia

Lythraceae (dicotyl)

Sldostasien

Vallisneria spiralis

Hydrocharitaceae
(monocotyl)

tropischer Kosmopolit

Fontinalis antipyretica

Fontinaliaceae (Bryopsida)

Quellbache, Europa
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2.1.2 Spezielle Auswahl

Von den unter 2.1.1 aufgezahlten Pflanzen wurden zuné&chst nur die Blatter
immunfluoreszenzmikroskopisch untersucht (vgl. 2.5.1 ff), um einen allgemeinen
Uberblick tiber das Vorkommen der PM-H*-ATPase (vgl. 1.4) zu erhalten. Danach
wurden einige Vertreter verschiedener Familien und ihrer Habitate ausgewahlt und
genauer untersucht. Bei dieser Auswahl lagen folgende Kriterien zugrunde:

Die Pflanzen konnten wahrend der Sommermonate jederzeit den Freilandbecken
des Botanischen Gartens oder ihrem natirlichen Standort enthommen werden.

Sie konnten in den Wintermonaten in Aquarien in einem vitalen Zustand gehalten
werden.

Es sollten Hydrophyten oder Unterwasserformen von Helophyten untersucht
werden, die von Anfang an unter Wasser wuchsen.

Die Auswahl sollte verschiedene Standorte abdecken. Aus den unterschiedlichen

Habitaten sollten die Pflanzen miteinander verglichen werden.

e Aus einer Familie sollten mehrere Pflanzen stammen,

vergleichen zu kénnen.

um sie miteinander

Aufgrund dieser Kriterien und nach den ersten immunfluoreszenzmikroskopischen
Untersuchungen wurden sechzehn Pflanzen ausgewéhlt. Tabelle 7 gibt Auskunft Gber

die Pflanzen und ihre Standorte:

Tab. 7: Ausgewéhlte Hydrophyten

Pflanze

Vorkommen

Cabomba caroliniana (Griine Haarnixe)

Stehende Gewaésser,
Tropen, nahrstoffreich

Callitriche hamulata (Haken-Wasserstern)

FlieRgewasser,
nahrstoffreich

Ceratophyllum demersum (Rauhes Hornblatt)

Stehende Gewaésser,
nahrstoffreich

Elodea canadensis (Kanadische Wasserpest)

Stehende und flieRende
Gewaésser, nahrstoffreich

Elodea nuttallii (Nutalls Wasserpest)

Stehende und flieRende
Gewasser, nahrstoffreich

Hippuris vulgaris (Tannenwedel)

Stehende Gewasser,
nahrstoff- und kalkreich

Myriophyllum aquaticum (Brasilianisches
Tausendblatt)

Stehende Gewasser,
Tropen

Myriophyllum spicatum (Ahriges Tausendblatt)

Stehende und flieRende
Gewasser, kalkreich

Myriophyllum verticillatum (Quirliges Tausendblatt)

Stehende Gewasser,
kalkarm
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Fortsetzung Tabelle 7: Ausgewéhlte Hydrophyten

Pflanze Vorkommen
Posidonia oceanica (Neptungras) Mittelmeer
Potamogeton lucens (Spiegel- oder glanzendes Stehende Gewasser,
Laichkraut) nahrstoff- und kalkreich
Potamogeton natans (Schwimmendes Laichkraut) Stehende und fliellende
Gewasser, ndhrstoffarm
Potamogeton perfoliatus (Durchwachsenes Stehende und flielkende
Laichkraut) Gewaésser, ndhrstoffreich
Ranunculus penicillatus (Pinselblattriger FlieRgewasser,
Wasserhahnenful}) nahrstoffreich
Stratiotes aloides (Krebsschere oder Wasseraloe) stehende, flache Gewasser,
nahrstoffarm
Vallisneria spiralis (Schraubenvallisnerie) Thermalwasser,
warme Abwasser

2.2 Pflanzenbeschreibungen

Fur die folgenden Beschreibungen der Arten wurden die nachstehenden Quellen
benutzt: ,Flora von Deutschland“ (Rauh und Senghas, 1988), ,Farbatlas Wasser- und
Uferpflanzen® (Krausch, 1996) und die Bande 23 und 24 von ,SuRwasserflora von
Mitteleuropa“ (Casper und Krausch, 1980 a,b). Falls weitere Literatur eingesetzt wurde,
ist dies an den entsprechenden Stellen vermerkt.

2.2.1 Cabomba caroliniana Gray

Die Grine Haarnixe bildet eine eigene Familie, die Cabombaraceae. |hre gabelig
zerteilten Unterwasserblétter sitzen gegenstandig am Stangel. Sie sind flnfteilig und
diese Teile spalten sich nochmals in noch feinere Blattzipfel auf. Ihr Gesamtumfang ist
fast rund. Die Schwimmblatter sind ganzrandig, rund geformt und unzerteilt (Brinner,
1953). Ihre Heimat ist das slidliche Nordamerika. Man bekommt sie als Aquarienpflanze
im Fachhandel oder findet sie in Europa z.B. in einigen Thermalwassern (Heviz,
Ungarn).

2.2.2 Callitriche hamulata (Kiitzing)

Die Sprosse des Haken-Wassersterns, der zur Familie der Callitrichaceae gehdrt,
werden zwischen 20 und 80cm lang und sind unter Wasser mit linearen, 10-24mm
langen und 0,5-1,3mm breiten zarten Bléattern besetzt, deren Spitzen etwas verbreitert
und mit zwei zangenférmigen Ausstilpungen versehen sind. Sie bilden
Schwimmblattrosetten aus, deren oval-l6ffelférmige Blatter wasserabweisend sind.
Diese Demersophyten findet man meist in flieRenden, klaren, kihlen, kalk- und
nahrstoffarmen Gewassern, da sie empfindlich gegen Verschmutzungen sind.
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2.2.3 Ceratophyllum demersum L.

Das Rauhe Hornblatt gehért zur Familie der Ceratophyllaceae und zahlt zu den
Demersophyten. Es lebt frei schwimmend, ohne Wurzeln, in stehenden,
nahrstoffreichen Gewdassern. Gelegentlich bilden sich farblose Rhizoide aus, mit denen
es dann im Boden verankert ist. Seine 30-100cm langen Sprosse sind dicht beblattert,
mit ein- bis zweimal gegabelten, hornartigen dunkelgrinen Blattern. Diese werden 15-
25cm lang und stehen in 7-12 zahligen Wirteln am Spross. Die 2-4 zahligen pfrimeligen
Blattzipfel sind dicht gezahnt.

2.2.4 Elodea canadensis L.C. Richard in Michx. und E. nuttallii (Planch.) St. John

Die beiden Wasserpestarten gehéren zur Familie der Hydrocharitaceae. Sie leben meist
untergetaucht und sind im Boden fest verwurzelt. Man findet sie in stehenden und
flieBenden, néhrstoffreichen Gewéassern.

E. canadensis findet man sowohl in stehenden, als auch in flieRenden Gewéssern. lhre
30-60cm langen Sprosse sind dicht mit 6-13mm langen und 1-5mm breiten,
dunkelgrinen langlich-lanzettlichen Blattern besetzt, die in dreizahligen Quirlen stehen.
Sie gehért zu den Emergentophyten, da sie ihre Bluten Uber die Wasseroberflache
hinaus schiebt. In Europa vermehrt sie sich allerdings nur vegetativ.

Die blassgriinen Blatter von E. nuttallii sind, im Gegensatz zu E. canadensis, dinner,
schlaffer und etwas langer. Meist sind sie unregelmafig in sich gedreht. Sie stehen in 3
zahligen Quirlen an einem bis zu 60cm langen Spross. Sie gehort ebenfalls zu den
Emergentophyten und vermehrt sich hier in Europa auch generativ.

2.2.5 Hippuris vulgaris L.

Der Tannenwedel bildet eine eigene Familie, die Hippuridaceae. Es handelt sich dabei
um eine Seichtwasserpflanze (Tenagophyt), die in ausreichender Wassertiefe zunachst
Unterwasserformen ausbildet. An ihren réhrigen, rotbraunen 10-50cm langen Stangeln
(in groRen Tiefen bis zu 190cm lang) sitzen die 1,5-2,5mm breiten linearen, hellgriinen
Blatter in 6-12 zahligen Quirlen. Man findet sie meist in flachen, stehenden,
sommerwarmen Gewassern und Graben, sowie an Ufern von Seen und Tumpeln, in
denen sie wie Tannenbdume aus dem Wasser ragen.

2.2.6 Myriophyllum spicatum L.

Das Ahrige Tausendblatt bildet mit anderen Tausendblattarten eine eigene Familie, die
der Haloragaceae. lhre rétlichen Stangel werden zwischen 40 und 275cm lang und
verzweigen sich mé&Rig. Die einfach gefiederten Blatter haben 13-38 paarig
angeordnete borstige Fiederzipfel und stehen in meist 4 zahligen Quirlen am Spross.
Die zu den Emergentophyten zdhlenden Wasserpflanzen findet man in stehenden und
flieBenden, nahrstoffarmen bis néhrstoffreichen Gewéssern in einer Wassertiefe von bis
Zu 5m.
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2.2.7 Myriophyllum aquaticum (Velloso) Verdcourt (M. brasiliense, Cambess.)

Das Brasilianische Tausendblatt besitzt Sténgel, die tber 1m lang werden kénnen. Sie
tragen submers 3-5cm lange gelbgriine Blatter, die in 4-6 zdhligen Quirlen angeordnet
sind. Die Blatter sind fiederférmig, beiderseits der Hauptrippe in 8-12 schmale spitze
Zipfel geteilt, die 2-5cm lang werden.

Uber Wasser sind die Stangel rund und dicker, mit derben, kiirzeren, kraftigen und
auffallend hellen, blaugriinen Blattern besetzt, die samtartig gldnzen. Das Tausendblatt
zahlt zu den Tenagophyten und ist vor allem in Simpfen und an Ufern von flachen
Gewassern zu finden.

2.2.8 Myriophyllum verticillatum L.

Das Quirlige Tausendblatt gehort ebenfalls zur Familie der Haloragaceae. Seine
Sprosse werden zwischen 50-200cm lang und verzweigen sich mafRig. Die einfach
gefiederten Blatter sind mit 25-45mm Lange gréRer als die von M. spicatum und
besitzen 25-30 lineare Fiederzipfel. Diese sitzen in 5-6 zahligen Quirlen am griinen
Spross. Den Emergentophyt findet man in stehenden, nahrstoffarmen und vor allem
kalkarmen Gewassern (Wendelberger, 1986) in bis zu 3m Wassertiefe.

2.2.9 Posidonia oceanica (L.) Delile

Im Mittelmeer, um die Inseln von Hyéres (Sudfrankreich), kommen hauptséchlich vier
Arten von Seegrasern vor. Die am haufigsten auftretende Art ist das Neptungras,
Posidonia oceanica (Potamogetonaceae), das vor den Kusten regelrechte ,Wiesen®
bildet. Es hat flache, lange dunkelgriine 8-11mm breite Blatter, die bis zu 60cm lang
werden kénnen (Riedl, 1983). Sie sprieflen aus einem rauhen fasrigen Wurzelstock
(Rhizom), der Uber Stolone mit anderen Pflanzen fest verbunden ist. Zusammen mit
Sandeinlagerungen bilden sie eine dichte Matte auf dem Meeresboden. Die
abgerissenen Blatter werden von den Wellen mit Sand vermengt und zu weichen
braunen Béllen, den Seebaéllen geformt (Campbell, 1983). In seltenen Fallen treten bei
den Demersophyten Bliten auf, die zwischen den langen Blattern sitzen. Meist
verbreiten sie sich aber vegetativ Gber Ableger.

2.2.10 Potamogeton natans L.

Das Schwimmende Laichkraut zahlt zur Familie der Potamogetonaceae. Es besitzt
binsendhnliche bis linear-lanzettliche Tauchblatter, die bis zu 50cm lang und 1cm dick
werden kénnen. Sie sterben bis zur Blitezeit im Juni ab und es bleiben nur die
Schwimmblatter Gbrig. Deren Blattspreite ist eiférmig bis Ianglich-elliptisch, mit einer
Lange von 4-12cm und einer Breite von 5-7cm. Die vielnervigen Blatter haben ein
lederartig-derbes, dunkel- bis braunlichgriines Aussehen. Die radikanten Natantophyten
kommen in stehenden und flieRenden, ndhrstoffarmen Gewdassern vor und sind in einer
Tiefe von bis zu 5m mit Wurzeln verankert.
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2.2.11 Potamogeton lucens L.

Das Glanzende Laichkraut hat einen tief im Boden kriechenden Wurzelstock, aus dem
ein 2-6m langer, meist verzweigter Stédngel wachst. An ihm wachsen 10-25cm lange
und 1-5cm breite, oval- bis langlich lanzettliche Blatter. Diese sind olivgriin bis gelbgrin,
durchsichtig gldanzend und am Rand leicht geséagt. Die Emergentophyten sind in
stehenden oder langsam flieBenden Gewassern in einer Tiefe von 0,5-3,5m zu finden.

2.2.12 Potamogeton perfoliatus L.

Das Durchwachsene Laichkraut hat ebenfalls einen kriechenden Wurzelstock, aus dem
bis zu 6m lange Stangel wachsen. Die 6-12cm langen und 3,5-6¢cm breiten, rundlich bis
eiférmig-langlichen dunkelgrinen Blatter haben einen herzférmigen Grund, der am
Stangel sitzt und ihn umfasst. Die Emergentophyten kommen in stehenden und
flieBenden, nahrstoffreichen Gewdassern in einer Tiefe von 0,5-6m vor. Sie sind tolerant
gegen leichte Verschmutzungen und geringe Sichttiefen.

2.2.13 Ranunculus penicillatus (Dumortier) Babington

Der Pinselblattrige Wasserhahnenful3 aus der Familie der Ranunculaceae hat
dunkelgrine bis zu 3m lange flutende Sténgel. Die Tauchblatter sind mehr als vierfach
gegabelt. Die Blattzipfel sind schlaff, fadenférmig und 0,5-1,5mm breit. Gelegentlich
findet man nierenférmige bis halbrunde, 3-5 lappige Schwimmblétter. Die
Emergentophyten sind in Bachen, Graben und kleineren Flissen zu finden, die
nahrstoffreich sein kénnen.

2.2.14 Stratiotes aloides L.

Die Krebsschere gehoért zur Familie der Hydrocharitaceae. Es ist eine halb
untergetauchte, halb schwimmende Wasserpflanze mit einer gro3en, trichterférmigen
Blattrosette. Die 15-40cm langen und 0,5-7cm breiten Blatter sind steif, dreikantig und
am Blattrand stachelig geségt. Mit langen farblosen Rhizoiden kénnen sie am Grund
verankert sein. In stehenden, kleinen und flachen Gewdassern handelt es sich um
radikante Natantophyten. In kalkreichen, tiefen Klarwasserseen bleiben die Pflanzen in
2-5m Tiefe untergetaucht und kommen dort auch zur Bliite (Demersophyt).

2.2.15 Vallisneria spiralis L.

Die Schraubenvallisnerie oder Wasserschraube zahlt zur Familie der Hydrocharitaceae.
Sie hat grundstandige, schmale, bandférmige, an der Spitze gezahnte Blatter, die bis zu
1m lang werden kénnen. Die Emergentophyten bilden selten Bluten aus. Meistens
verbreiten sie sich vegetativ durch die Ausbildung von Stolonen. Die aus dem
tropischen bis subtropischen Amerika stammende Wasserpflanze findet man in
Deutschland nur in einigen Thermalgewassern und im Bereich warmer Abwasser.
Ansonsten ist sie auf beheizte Aquarien beschranki.
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2.3 Probennahme

Bei der Entnahme der Pflanzen sowie bei ihrem Transport wurde stets darauf geachtet,
dass sie zu keiner Zeit austrockneten. Die Entnahme aus dem Freiland erfolgte am
Vortag der Praparation. Bis zum Beginn der Versuche wurden sie im Labor in 50-Liter-
Aquarien bei 20°C aufbewahrt und mit einer Beleuchtungsstarke von
140pmol Quanten 's"-m? (photosynthetisch aktive Strahlung) bestrahlt. Callitriche
hamulata und Ranunculus penicillatus, die Pflanzen aus dem Hugellandbach, wurden in
Wasser ihres Standortes ins Labor transportiert und dort in einem Klimaschrank bei
11°C mit einer Beleuchtungsstarke von 67umol Quanten -sm™? bis zur Praparation
aufbewahrt. Das Wasser wurde wahrend dieser Zeit standig bellftet. Die marine
Angiosperme Posidonia oceanica wurde, ebenfalls im Wasser ihres Standortes, in einer
Kihlbox von Sidfrankreich ins Labor transportiert und dort im Klimaschrank bei 11°C
fur kurze Zeit aufbewahrt. Die Entnahmen der Pflanzen aus den Becken des
Botanischen Gartens fanden an den Tagen der Praparation statt. Sie wurden bis zur
Praparation in Leitungswasser aufbewahrt.

Unmittelbar vor der Fixierung wurden die Pflanzen unter fliekendem Leitungswasser
gereinigt und dann prépariert.

2.4 Praparation des Pflanzenmaterials

Die Probennahme an den Blattern erfolgte zunachst aus der Mitte der Lamina (Abb. 6).
Vereinzelt wurden auch Proben aus der Blattspitze und dem Blattrand entnommen. Da
sich aus den daraus resultierenden Ergebnissen aber kein signifikanter Unterschied
ergab, wurden die Proben bevorzugt aus der Mitte des Blattes entnommen. Der
Blattstiel wurde, da er nicht bei allen Pflanzen deutlich zu erkennen war, nicht
untersucht. Bei einigen Hydrophyten sind die Blatter bis zur
Mittelrippe zerschlitzt, wie z.B. bei Myriophyllum spicatum. In
diesem Fall wurden die Rhachis und die Blattfiedern getrennt
prapariert und untersucht.

Bei den Pflanzenstangeln wurden die Internodien aus dem
oberen Drittel der Pflanze entnommen. Sie wurden in 1-2mm
grolde Abschnitte unterteilt und so weiter verarbeitet.

Die Hauptwurzeln von Wasserpflanzen gehen bald zugrunde
und werden durch Beiwurzeln ersetzt, die aus dem Hypocotyl,
dem Rhizom oder dem flutenden Sténgel entspringen (von
Guttenberg, 1968). Diese waren meist relativ diinn und lang
und wiesen keine Wurzelhaarzonen auf. Daher wurden, Abb. 6: Stellen der Probenahme

neben der Wurzelspitze, nur die nachfolgenden 5cm der Wurzel fir die Praparation
verwendet.
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2.5 Lichtmikroskopische Untersuchungen
2.5.1 Fixierung und Einbettung fiir die Konfokale-Laser-Scanning-Mikroskopie

Fur die fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen mit dem Konfokalen-Laser-
Scanning-Mikroskop (CLSM) wurden die Blatter, Stangel und Wurzeln zunachst in einer
frisch hergestellten 4%igen Formaldehydlésung fixiert. Dazu wurden Paraformaldehyd
und 3mM EGTA in 50mM PIPES bei 70°C gel6st. Der pH wurde auf 6.8 eingestellt
(Lutzelschwab, 1990).

Die Pflanzenproben wurden in der Fixierungslésung in ca. 5mm grof’e Stiicke
geschnitten und mit Hilfe einer Wasserstrahlpumpe mit der Fixierungslésung infiltriert.
Die gesamte Inkubationsdauer betrug bei Blattern und feinen Wurzeln 30min, bei etwas
dickeren Wurzeln und Stangeln 60min. Anschliefend wurden sie mit 50mM PIPES (pH
6.0) gewaschen und Uber eine ansteigende Ethanolreihe mit unvergélitem Ethanol
(30%, 50%, 70%, 90% und zweimal 100%) entwéssert. Uber das Zwischenmedium
Xylol wurden die Proben dann in einem Warmeschrank bei 60°C im Laufe von
mehreren Tagen in flissiges Paraffin (Schmelzpunkt 56-58°C) tberfuhrt.

2.5.2 Immunfluoreszenz-Markierung

Mit einem Schlittenmikrotom (R. Jung, Heidelberg, Deutschland) wurden Diinnschnitte
von 10um Dicke hergestellt und auf, mit Chromgelatine (0,1% Gelatine, 0,01%
Kaliumchrom-(lll)-sulfat x 12 H,O) beschichtete Objekttrager aufgebracht. Durch die
Zufuhr von Warme wurden sie gestreckt, um Kompressionsartefakte zu vermindern und
um sie auf der Objekttrageroberflache zu fixieren.

Nach einer Trocknungszeit von 4-6h wurde das Paraffin mit Hilfe von Xylol aus den
Schnitten entfernt und diese dann Uber eine absteigende Ethanolreihe (90%, 70%,
50%, 30% unvergélltes Ethanol) in 0,01M PBS (pH 7.4) Uberfuhrt.

Die Blockierung von unspezifischen Bindungsstellen auf den Schnitten erfolgte mit einer
1%igen (w/v) BSA-L6sung (in 0,01M PBS, pH 7.4). Danach folgte eine 30 minitige
Inkubation mit einem primaren Antikdrper (46E5B11) gegen die 100kDa PM-H*-ATPase
(siehe 1.5), der 1:1000 mit PBS (pH 7.4) verdinnt wurde. Als Kontrolle wurde ein
unspezifischer Antikérper (mouse IgG, Sigma, 1-5381) in einer Konzentration von
15ug/ml eingesetzt.

Nach dem grindlichen Auswaschen mit PBS erfolgte die Inkubation mit einem
sekundaren Antikdrper (anti-mouse-lgG mit FITC-Konjugate, Sigma, F-6257), der 1:50
mit PBS verdinnt wurde. Da das anhaftende Fluorochrom FITC lichtempfindlich ist,
wurden alle weiteren Arbeitsschritte in der Dunkelkammer bei Rotlicht durchgefihrt.

Nach 1h wurde der Uberschissige Antikérper ausgewaschen und die Schnitte
schlieBlich in dem Montagemittel Mowiol 4-88° (Calbiochem) (mit einem Zusatz von 2-
5% DABCO als Antibleichmittel) eingedeckelt. Lichtgeschitzt und kihl aufbewahrt,
konnten die Praparate am folgenden Tag mit dem Epifluoreszenzmikroskop oder dem
Konfokalen-Laser-Scanning-Mikroskop (CLSM) untersucht werden.
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2.5.3 Histologische Untersuchungen
2.5.3.1 Fixierung und Einbettung fiir die Hellfeldmikroskopie

Die Proben wurden wie unter 2.5.1 beschrieben, fixiert und entwéssert und des
besseren Strukturerhalts wegen nach der Entwasserung nicht in Paraffin sondern in LR-
White (London—Resin-White, medium, Agar Scientific) eingebettet. Dazu wurden sie
zunéachst in eine 1:1 Mischung aus 100% Ethanol und LR-White Gberfuhrt und dann die
Konzentration des Einbettungsmittels im Laufe von mehreren Stunden kontinuierlich
erhdht, so dass sich die Proben am néchsten Tag in reinem LR-White befanden. Dem
Kunstharz waren 2% (w/v) Benzoyl-Peroxyd zur Stabilisierung zugesetzt worden. Die
Polymerisation erfolgte unter Ausschluss von Luftsauerstoff unter einer UV-Lampe bei
10°C. Je nach Alter des Kunstharzes betrug die Polymerisationsdauer 3-5 Tage.

2.5.3.2 Schneiden

An einem Ultramikrotom (Ultracut R, Leica, Bensheim, Deutschland) wurden mit einem
Histoknife (Diatome, Biel, Schweiz) Dinnschnitte von 2-3um Dicke hergestellt und auf
mit Chromgelatine (siehe 2.5.2) beschichtete Objekttrédger aufgebracht. Durch Zufuhr
von Hitze wurden die Schnitte gestreckt und die Kompressionsartefakte vermindert.
Nach dem Trocknen konnte die Farbung erfolgen.

2.5.3.3 Farbung mit Toluidinblau

Fur die lichtmikroskopischen Untersuchungen wurde eine Selektivfarbung mit
Toluidinblau durchgefuhrt. Der basische Thiazinfarbstoff eignet sich aufgrund seiner
metachromatischen Eigenschaften zur Differenzierung von sauren und nicht sauren
Zellbestandteilen. Verholzte Zellwénde férben sich grinlich-blau, unverholzte rot-violett.
Es wurde die Methode nach Trump et al. (1961) modifiziert. Dazu wurde 0,1% (w/v)
Toluidinblau in einer 2,5%igen wéassrigen Natriumcarbonatlésung aufgeldst.

Die nicht entharzten Schnitte wurden 5-10min in der Farblésung inkubiert. Nach dem
Spulen mit aqua dest. und dem Trocknen wurden die Praparate in Entellan® (Merck,
Darmstadt) eingedeckelt.

2.5.4 Mikroskopie
2.5.4.1 Die Konfokale-Laser-Scanning-Mikoskopie (CLSM)

Fur die Fluoreszenzmikroskopie wurde ein Konfokales Laser-Scanning-Mikroskop (TCS
SP) von Leica (Bensheim, Deutschland) mit einem Argon-Krypton-Laser verwendet.
Damit konnte man tiefenselektive Informationen Uber die dreidimensionale Struktur der
Objekte erhalten.

Die Mikroskop-Parameter mussten fiir jedes Préparat individuell eingestellt werden. Die
Anregungswellenldnge fur FITC lag bei 488nm. Als Teilungsfilter wurde ein TD
488/568/647 eingesetzt. Fur viele botanische Objekte ist eine starke Eigenfluoreszenz
charakteristisch, die vor allem durch das Chlorophyll in den Chloroplasten, durch die
lignifizierten Zellwdnde und von sekundédren Pflanzenstoffen verursacht wird. Der
Detektionsstrahlenteiler (TK 580) unterscheidet nicht zwischen Eigen- und FITC-
Fluoreszenz. Um diese voneinander trennen zu kénnen, wurde mit Hilfe eines A-Scans
die Eigenfluoreszenz von der FITC-Fluoreszenz getrennt. Fir das Fluorochrom wurde
ein Fluoreszenzbereich von 510 bis 520nm ermittelt und auf den ersten Kanal des
Mikroskops gelegt. Alle Wellenldngen davor und danach wurden herausgefiltert. Die
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Wellenldngen der Chloroplastenfluoreszenz und ein Teil der Zellwandfluoreszenz lagen
zwischen 600 und 700nm und wurden auf den zweiten Kanal gelegt. Beiden Kanélen
wurde eine Farbe zugewiesen, dem ersten Kanal fir FITC grin, dem zweiten rot. Bei
jedem Scan wurden beide Bereiche getrennt ermittelt und dann in einem Bild
Ubereinander gelegt (overlay). Die Scan-Geschwindigkeit betrug 450 lines/sec.

FUr jedes Praparat mussten die optimalen Scan-Parameter eingestellt werden. Die
Helligkeit und der Kontrast wurden jeweils optimal eingestellt, so dass alle Teile des
Bildes gut zu erkennen waren, aber kein Hintergrundrauschen auftrat. Die Laser-
Spannung und die GréRe des Pinholes wurden nicht verédndert, damit die
Fluoreszenzstarke vergleichbar blieb. Mit Hilfe der Epifluoreszenz-Einrichtung (siehe
2.5.4.2) des Mikroskops wurden die Einstellungen der Scan-Parameter kontrolliert und
gegebenenfalls reguliert.

2.5.4.2 Differenzialinterferenzkontrast

Neben den Fluoreszenzaufnahmen wurden von den Praparaten Differenzial-
interferenzkontrastaufnahmen in einem dritten Kanal dargestellt. Diese Art der
Darstellung wurde gewahlt, da die meisten Lebendpraparate im Hellfeld eines
Mikroskops nur einen geringen Eigenkontrast besitzen (Munk, 2000). Mit dieser
Methode werden die Dichteunterschiede im Préparat in ein plastisches Relief
umgesetzt, um so einen héheren Kontrast zu erreichen.

2.5.4.3 Die Epifluoreszenzmikroskopie

Das TCS SP von Leica verfigt neben dem Laser auch Uber eine Quecksilber-
Dampflampe, mit deren Hilfe man mittels der Epifluoreszenzmikroskopie die Proben
kontrollieren kann. Dies war vor allem im Hinblick auf das richtige Helligkeitsverhaltnis
zwischen dem ersten und dem zweiten Kanal von gro3er Bedeutung (siehe 2.5.4.1).
Zum Einsatz kam ein Filtersystem, welches das Absorptions- und Emissionsspektrum
eingrenzt. Fur das Fluorochrom FITC wurde der Filterblock | 3 gewé&hlt. Dieser enthielt
einen Bandpassfilter BP 450-490nm, einen Teilerspiegel, der Licht der Wellenlange
510nm passieren liel3, sowie einen Langpassfilter LP 515nm.

2.5.4.4 Die Bilddokumentation

Die Bilder des CLSM wurden mit 72dpi (512x512 Pixel), 8 Bit Bildtiefe und RGB-Farben
als tif (target image file)-Datei abgespeichert und konnten in dieser Form mit anderen
Bildbearbeitungsprogrammen am Computer weiter bearbeitet werden. Der Malstab
wurde vom Scanner-Programm automatisch berechnet. Die Beschriftung der Bilder
erfolgte mit Hilfe des Programms ,Adobe Photo Shop“ 5.5.

2.5.4.5 Die Lichtmikroskopie

Die mit Toluidinblau geférbten Praparate (2.5.3.3) wurden mit einem Zeiss-Mikroskop
Standard 18 (Zeiss, Oberkochen, Deutschland) mit Einbauleuchte (Osram, 15W) und
Plan-Objektiven (6,5x, 16x, 40x, 100x), sowie Phasenkontrast-Objektiven (16x, 40x)
untersucht. Mit den blauen Farbglasfiltern 3, 6 und 12 wurde die Lichtqualitat fur
Tageslichtfilme korrigiert.

Zur Dokumentation der Ergebnisse wurden Aufnahmen mit einer Mikroskop-
Aufsatzkamera (M35, Zeiss) gemacht. Die optimale Belichtungszeit der Diafiime (z.B.
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Agfa RSX 200 und Agfa CT 100) wurde empirisch nach einer Belichtungsreihe gepruft
und die eingestellte Zeit durch die semi-automatische Belichtungssteuerung kontrolliert.

Die Dia-Aufnahmen der Lichtmikroskopie wurden mittels eines Dia-Scanners (Polaroid
35 LE, Cambridge, Mass., USA) digitalisiert. Dafir wurden die fir das Farbbild
optimalen Einzelparameter im RGB-Modus mit einer Bildtiefe von 8 Bit verwendet. Die
Aufldsung betrug 500dpi (1986x1390 Pixel). Anschlielfend wurden die digitalisierten
Bilder als tif-Datei abgespeichert, mit Adobe ,Photo Shop*“ 5.5 beschriftet und mit einem
Messbalken versehen.

2.6 Elektronenmikroskopische Methoden
2.6.1 Fixierung und Einbettung

Die hier angewandten chemischen Fixierungen hatten die Aufgabe, den
ultrastrukturellen Aufbau der Gewebe und Zellen fur die Elektronenmikroskopie optimal
zu konservieren und gleichzeitig die Antigenitat der Proteinmolekiile fir den Nachweis
der PM-H'-ATPase aufrecht zu erhalten. Dies sind beides Forderungen, die sich schwer
miteinander vereinbaren lielen! Meist hatte ein guter Strukturerhalt den Verlust der
Antigenitat zur Folge, und lieR sich die H-ATPase mit Hilfe der Antigen-Antikérper-
Reaktion gut lokalisieren, so war der Strukturerhalt meist von schlechter Qualitat. Daher
wurden zundchst verschiedene Fixierungsmittel in unterschiedlichen Konzentrationen
miteinander kombiniert, einige Blatter fixiert und dann einer Immunogold-Behandlung
unterzogen (siehe 2.6.3). Schliel3lich wurden fir die Strukturuntersuchungen und die
Immunogold-Lokalisation zwei unterschiedliche Fixierungen und Einbettungsmedien
gewahlt.

2.6.1.1 Ermittlung der optimalen Fixierung fiir die Immunogoldmarkierung

Zur Ermittlung der optimalen Antigenitat mit gutem Strukturerhalt wurden an Blattern
von Potamogeton Iucens mehrere unterschiedliche Fixierungsgemische, mit
unterschiedlichen Fixierungszeiten und verschiedenen Einbettungsmitteln getestet.
Folgende Gemische wurden getestet:

a) Eine bewahrte Standardfixierung fir elektronenmikroskopische Pflanzenpraparate,
mit 2,5% Glutaraldehyd als Primarfixierung und 1% Osmiumtetroxid nach Palade
(1952) als Sekundarfixierung. Die Durchfihrung erfolgte wie unter 2.6.1.2
beschrieben. Die Einbettung der Proben erfolgte in Epon-Araldit (2.6.1.2) und in LR-
White (2.5.3.1).

b) Als Fixierungsmittel wurde lediglich 2,5% Glutaraldehyd eingesetzt, die Ubrigen
Bedingungen, wie sie unter a) beschrieben wurden, blieben gleich. Eingebettet
wurde in Epon-Araldit (2.6.1.2) und LR-White (2.5.3.1).

c) Die Fixierungsgemische von a) und b) wurden bei einer Mikrowellenfixierung
eingesetzt. Bei dieser Art von Fixierung wurden die Praparate in Glutaraldehyd in
einer Mikrowelle (Sharp R-5975) mit Drehteller bei 500W bestrahlt, so dass das
Fixierungsmedium eine Temperatur von 40-43°C erreichte (Heumann, 1992). Damit
war die Fixierung abgeschlossen und die Sekundarfixierung [a)] bzw. Entwésserung
der Proben [b)] konnte erfolgen. Eingebettet wurde in LR-White.

d) Die Glutaraldehydkonzentration wurde auf 0,1% verringert und mit 2,5%
Formaldehyd (aus Paraformaldehyd) gemischt. Das Fixierungsgemisch enthielt
aullerdem die unter 2.5.1 beschriebenen Zusétze und wurde mit dem gleichen PBS-
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Puffer angesetzt. Die Fixierungsdauer betrug 1h. Eingebettet wurde in LR-White
(2.5.3.1).

e) Die Glutaraldehydkonzentration wurde nochmals verringert (auf 0,05%) und daftr
die Formaldehydkonzentration auf 3% erhéht. Die Ubrigen Bedingungen wurden wie
unter c) beibehalten.

f) Die Fixierung der Proben erfolgte mit 4% Formaldehyd, wie sie fir die immuno-
cytochemischen Untersuchungen beschrieben wurde (siehe 2.5.1). Die
Fixierungdauer variierte zwischen 30min und 1h. Eingebettet wurde in LR-White.

g) Die Konzentration des Formaldehyds wurde auf 8% erhéht. Die restlichen
Bedingungen blieben gleich, wie unter ) beschreiben.

Von diesen verschiedenen Anséatzen wurden Ultradinnschnitte hergestellt (2.6.2), diese
dann einer Immunogoldbehandlung unterzogen (2.6.3) und die spezifische Verteilung
der Markierungen pro um? Plasmamembran bestimmt.

2.6.1.2 Fixierung fiir die Strukturuntersuchungen

Die primére Fixierung der Blatter, Stdngel und Wurzeln erfolgte bei Raumtemperatur
(RT) mit 2,5% Glutaraldehyd in 0,1M Cacodylatpuffer, bei einem pH von 7.4. Die
Proben wurden in der Fixierlésung in ca. 1mm? grolRe Stlicke geschnitten und
anschlie3end mit Hilfe der Wasserstrahlpumpe mit dem Fixierungsmedium infiltriert. Die
Inkubationsdauer betrug 2,5h. Danach wurde mit 0,1M Cacodylatpuffer ausgewaschen,
bis der Geruch von Glutaraldehyd verschwunden war. Im letzten Waschgang kamen die
Proben ins Eisbad, in dem sie auf ca. 4°C abkihlten. Alle weiteren Schritte erfolgten bei
dieser Temperatur.

Die Sekundérfixierung wurde mit einem Ansatz nach Palade (1952) (1% OsOg4, 1/7 M
Barbital-Acetat, 0,1N HCI , pH 7.0) durchgefuhrt und dauerte 1,5h. Danach wurde
grindlich mit aqua dest. ausgewaschen. Die nachfolgende Entwasserung Uber eine
aufsteigende Ethanolreihe (70%, 90%, 95% und zweimal 100% ) wurde ebenfalls bei
niedrigen Temperaturen durchgefihrt.

Als Vorbereitung fur die Einbettung in Epon-Araldit (Mollenhauer, 1964) erfolgte
zunachst eine Inkubation in 1,2-Epoxypropan bei RT. Dann wurden die Proben in einer
Mischung aus 1,2-Epoxypropan und einer steigenden Menge (2:1; 1:1; 1: %an Epon-
Araldit-Harz (Glyc:|d -Ether 100°, Araldit CY 206°, Araldit-Harter HY 964®, DMP-30
Beschleuniger®) tiber drei Tage in reines Harz tiberfiihrt. Nach einer weiteren Inflltration
von 24h in reinem Harz wurden die Proben in kleinen Silikonkautschuk-Formen
ausgerichtet und in einem Warmeschrank bei 70°C Gber 3 Tage polymerisiert.

2.6.1.3 Fixierung fiir die Immunogold-Untersuchungen

Aufgrund der Resultate der Vorversuche (siehe 3.3.2.1) wurden die Pflanzenproben fir
die immunocytochemischen Untersuchungen mit dem Transmissionselektronen-
mikroskop (TEM) in einer 8%igen Formaldehydlésung fixiert. Dafir wurde
Paraformaldehyd mit 3mM EGTA in 50mM PIPES gel6st und der pH-Wert auf 6.8
eingestellt. Die Proben wurden, wie unter 2.5.1 beschrieben bei 4°C fixiert und Uber
eine aufsteigende Ethanolreihe entwdassert. Innerhalb von 2 Tagen wurden sie dann in
das Einbettungsmittel LR-White hochgefliihrt und eingebettet. Die Polymerisation
erfolgte bei Kélte unter UV-Licht (vgl. 2.5.3.1).
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2.6.2 Probenvorbereitung fiir die Elektronenmikroskopie

Fur die verschiedenen Untersuchungen standen zahlreiche Grids aus vielféltigen
Materialien und in unterschiedlichen Ausfihrungen zur Verfigung. Fir die
Strukturuntersuchungen  wurden  Schlitz-Grids (2 x 0,6mm) und  Netz-Grids
(Netzmaschenzahl 100) aus Kupfer eingesetzt, fir die immuncytologischen
Untersuchungen kamen 100er Netz-Grids aus Nickel zum Einsatz.

Die Grids wurden nach einer Reinigung mit Chloroform im Ultraschallbad mit einem
dinnen Film aus 1,4% (w/v) Pioloform beschichtet, um die Stabilitdt der Schnitte zu
erh6hen.

Sowohl die Epon-Araldit-, als auch die LR-White-Bléckchen wurden zunachst getrimmt,
dann erfolgte die Herstellung von Ultradlinnschnitten (60-90nm dick) mit einem
Diamantmesser (Diatome, Schweiz) am Ultramikrotom (Ultracut R, Leica, Bensheim,
Deutschland). Nach deren Streckung mit Chloroform-Xylol-Dampfen
(Mischungsverhaltnis 1:1) wurden sie mit Hilfe einer Marderborste auf die befiimten
Grids aufgebracht. Die getrockneten Grids wurden bis zu ihrer weiteren Behandlung in
einer Gridbox staubfrei aufbewahrt.

2.6.3 Immunogoldmarkierung

Um die Antigenitat der Proben zu verbessern, wurden die Schnitte zunachst erhitzt
(Stirling und Graf, 1995; Brorson, 2001). Dazu wurden sie auf die Oberflache eines
0,01M Citratpuffers (pH 6.2) gelegt und in einem PC-960 air cooled thermal cycler
(Corbett Research, Mortlake, N.S.W., Australia) langsam, tUber mehrere Temperatur-
stufen auf 93°C erhitzt. Die Inkubationsdauer nach Erreichen der Endtemperatur betrug
15min.

Nach dem Abkuhlen wurden die Grids mit 0,01M PBS (pH 7.4) gewaschen, dann folgte
die Blockierung von unspezifischen Bindungsstellen mit PTB (0,01M PBS + 0,01% (v/v)
Tween 20® + 1% (w/v) BSA) fur die Dauer von 15min.

Als primérer Antikérper wurde auch hier der monoklonale Antikérper gegen die 100kDa
PM-H*-ATPase (46E5B11) eingesetzt (siehe 1.5). Die Inkubation erfolgte in einer
Verdinnung von 1:500 mit PTB. Als Kontrolle diente PTB, anstatt eines unspezifischen
Antikdrpers. Sein Gebrauch, wie er bei der Fluoreszenzmikroskopie zum Einsatz kam,
ergab die gleichen negativen Ergebnisse wie mit PTB, so dass auf die kostengunstige
Alternative zurlickgegriffen werden konnte. Nach dem griindlichen Auswaschen mit
PTB erfolgte eine einstiindige Inkubation mit dem sekundéren Antikérper (anti-mouse
IgG, Fc, 10nm Goldpartikel, Sigma, G-7777), der 1:10 mit PTB verdinnt wurde.
Schliel’lich wurden die Schnitte mehrmals mit PTB, dann mit PBS und aqua dest.
gewaschen und dann getrocknet.
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2.6.4 Die Silberfarbung

Um die Goldpartikel im Elektronenmikroskop optisch besser lokalisieren zu kénnen,
wurde nach der Immunogoldmarkierung (2.6.3) bei einigen Proben eine
Silberverstarkung nach Danscher (1981) durchgefihrt. In der Reaktion katalysieren die
Goldpartikel die Reduktion von Silberionen durch Hydrochinon, so dass die Goldkérner,
durch die Inkubation in der folgenden L&sung, mit Silber umgeben werden.

Fur die Gebrauchslésung wurden 20% Gummi arabicum und 75mM Hydrochinon in
0,2M Citratpuffer (pH 3.6) bei Dunkelheit gerlhrt, bis sich alles gelést hatte. Danach
erfolgte die Zugabe von 5,5mM Silberlactat.

Die Lésung wurde erst kurz vor Gebrauch frisch angesetzt und die Grids 15-30min bei
Rotlicht inkubiert. Nach mehrmaligem Waschen mit aqua dest. wurden sie getrocknet
und konnten kontrastiert werden.

2.6.5 Kontrastierungen

Um den Kontrast der Proben zu erhéhen, wurden die Schnitte unmittelbar nach dem
Schneiden oder nach der immunocytochemischen Behandlung (2.6.3) mit
Schwermetallen behandelt. Fur die Strukturuntersuchungen wurden die Grids zunachst
mit Uranylacetat und anschlieRBend mit Bleicitrat behandelt. Die Schnitte fur die
Immunogoldmarkierung wurden nur mit Bleicitrat behandelt.

2.6.5.1 Kontrastierung mit Uranylacetat

Die Grids wurden 5min in einer 10%igen methanolischen Uranylacetat-Lésung
(Stempak und Ward, 1964) inkubiert und anschliefend zweimal kurz in 100%igem,
wasserfreiem Methanol gewaschen. Uber eine 50%ige Methanollésung wurden die
Grids in aqua dest. Uberfuhrt und dann getrocknet.

2.6.5.2 Kontrastierung mit Bleicitrat

Im Anschluss daran folgte die zweite Kontrastierung mit 8mM Bleicitrat (Reynolds,
1963). Da Bleicitrat mit dem CO, der Luft zu unléslichem Bleikarbonat reagieren wirde
und dieses dann als schwarzer punktférmiger Niederschlag auf den Schnitten zu liegen
kdme, musste ein Kontakt damit unterbunden werden. Daflr wurde eine Petrischale mit
NaOH-Platzchen (Merck) bestickt, welche das CO, aus der Luft abfangen und in
Na,COs * umwandeln. Die Inkubation der Grids mit dem Bleicitrat erfolgte so in einer
COg-freien Atmosphére. Nach einer Kontrastierungsdauer von genau 5min wurden sie
mehrmals mit CO,-freiem aqua dest. gewaschen und dann getrocknet.

3 2NaOH + CO, = Na,CO; + H,0
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2.6.6 Transmissionselektronenmikroskopie
2.6.6.1 Das Transmissionselektronenmikroskop (TEM)

Die Schnitte auf den Grids wurden an einem Zeiss EM 900 (Zeiss, Oberkochen,
Deutschland) Transmissionselektronenmikroskop mit einer Beschleunigungsspannung
von 80kV bei unterschiedlichen Vergréflerungen untersucht.

2.6.6.2 Die Bilddokumentation

Zur fotografischen Dokumentation der Versuchsergebnisse wurden Planfilme von Agfa
(Scientia, 8,3 x 10,2 cm) verwendet, die mit Gp5-Arbeitslésung (Agfa for B & W Film)
entwickelt und mit Acidofix-Arbeitslésung (Agfa Acidofix rapid fixing salt for B & W films
and papers) fixiert wurden. Da fir dieses Negativ-Format kein Scanner zur Verfigung
stand, um die Bilder zu digitalisieren, mussten zunachst an einem Vergrdferungsgerat
(T912 Manuell, Kienzle) Bildpositive hergestellt werden. Diese wurden in Neutol liquid
NE (Agfa, Leverkusen) entwickelt und mit Acidofix-Arbeitslésung fixiert. Nach dem
Trocknen konnten die Bilder mit Hilfe eines Flachbettscanners (Snapscan 1212, Agfa)
digitalisiert werden. Die Bildauflésung betrug 300dpi (1382x1544 Pixel), mit einer
Bildtiefe von 8 Bit und 256 Graustufen. Abgespeichert wurden sie im tif-Format.

2.6.6.3 Ermittlung der linearen Dichte-Verteilung von Goldpartikeln mit AnalySIS®

Um die lineare Dichte-Verteilung der Markierungen der PM-H'-ATPase in der
Plasmamembran von Epidermiszellen bei Myriophyllum spicatum und Elodea
canadensis zu ermitteln, wurden mit Hilfe des Programms AnalySIS® (Version 3.0) die
Goldkérner in mehreren unterschiedlichen Proben quantitativ erfasst. Dazu mussten
elektronenmikroskopische Bilder mit Hilfe einer Videokamera (MTI CCD72) direkt vom
Mikroskop in einen Computer (Pentium Il) eingelesen werden. Die Auflésung der Bilder
betrug 72 dpi mit 768 x 576 Pixel mit einer Bildtiefe von 8 Bit und 256 Graustufen. Da
die Bildqualitat nicht sehr gut war, wurde diese Methode nicht fir die Bilddokumentation
eingesetzt (2.6.6.2).

Um die lineare Dichte-Verteilung der Goldkérner innerhalb einer Zelle zu bestimmen,
wurde die Plasmamembran in vier verschiedene Abschnitte unterteilt:

¢ In die perikline Aul3enseite der Zelle

¢ In die perikline Innenseite der Zelle

¢ In die beiden antiklinen Seiten der Zelle

Die Lange (um) der Plasmamembran wurde mit Hilfe des Programms bestimmt und
anschlielend die Anzahl der spezifisch an den Membranabschnitten markierten
Goldkérner gezahlt. Die Anzahl der Markierungen wurde auf 1um
Plasmamembranldnge umgerechnet und die Ergebnisse statistisch ausgewertet. Die
Darstellung erfolgte sowohl grafisch als auch tabellarisch.
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2.7 Nachweis der physiologischen Polaritat bei Blattern von
Wasserpflanzen

Der Indikatorfarbstoff Bromkresolpurpur (Dibrom-o-cresolsulfon-phthalein) hat zwei
Umschlagpunkte bei verschiedenen pH- Werten. Er wechselt seine Farbe von gelb (pH
< 5.2) Gber rot (pH 5.3-6.8) nach blauviolett (pH > 6.8).

Fir die Polaritatsversuche wurden 0,04% (w/v) des Indikators mit einer 0,1%igen (w/v)
Agar-Agar-Lésung (in Leitungswasser!) gemischt und erwarmt, bis sich alle
Bestandteile I6sten. Mit 1N HCI und/oder 1N KOH wurde der pH zwischen 5.25 und 5.3
eingestellt, so dass sich eine rote Farbe einstellte. Damit wurde in einer Petrischale eine
ca. 5mm dicke Agar-Schicht gegossen.

Die Versuche wurden stets vormittags zwischen 9.00 und 10.30 Uhr durchgefthrt. In
dieser Zeit wurden die Blétter der Pflanzen unter kaltem Leitungswasser griindlich von
Schmutz, Algen und groben Verkalkungen befreit und dann in Leitungswasser fir
mindestens 30min belichtet. Die Beleuchtungsstirke betrug 140pmol Quanten 's™-m™
(photosynthetisch aktive Strahlung). Unmittelbar vor Versuchsbeginn wurden die Blatter
dem Wasser entnommen, mit aqua dest. abgespult und feucht auf den gerade
stockenden Agar gelegt oder hinein gesteckt. Mit der oben erwédhnten
Beleuchtungsstérke wurden die Blatter 30—-60min weiter belichtet.

Aufgrund der unterschiedlichen Formen der Blatter wurden sie auf verschiedene Art und
Weise auf den Agar gelegt. Die Blatter von M. spicatum, M. verticillatum und M.
aquaticum, sowie die Blatter von C. caroliniana wurden sowohl mit der adaxialen
(Oberseite) als auch mit der abaxialen (Unterseite) Seite auf den Agar gelegt. Die
Blatter von C. demersum sind zwar auch zerschlitzt, aber sie bleiben nicht flach auf
dem Agar liegen. Daher wurden die einzelnen Blattzipfel sowohl mit der adaxialen als
auch mit der abaxialen Seite auf dem Agar plaziert. Auch die oval-lanzettlichen Blatter
von P. lucens, P. perfoliatus und die Schwimmblatter von P. natans wurden flachig auf
den Agar gelegt. Das Unterwasserblatt von P. natans hat eine schmale, langgestreckte
Form und wurde daher mit der langen Blattkante bis zur Halfte in den Agar hinein
gesteckt. Bei H. vulgaris wurde der Stangel knapp Uber- und unterhalb der Blattwirtel
der Unterwasserblatter abgeschnitten, und diese dann flachig auf dem Agar plaziert.
Auch hier wurde wieder zwischen adaxialer und abaxialer Seite unterschieden. Das
lanzettliche Blatt von V. spiralis wurde mit beiden Seiten der Blattflache auf den Agar
gelegt. Die Blatter von S. aloides wurden mit der langen Blattkante in den Agar
gesteckt. Dafur wurden nicht die altesten, duferen Blatter genommen, sondern die
etwas jungeren, aus dem Inneren der Rosette. Auch die ovalen Blattchen von E.
canadensis und die langlichen von E. nuttallii wurden vom Sténgel abgezupft und mit
der langeren Blattkante in den Agar gesteckt.

Die Ergebnisse der Farbanderungen in der Blattumgebung wurden zur Dokumentation
mit einer Spiegelreflexkamera von Minolta (X-700) auf einem 100 ASA-Diafilm
fotografisch festgehalten.
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2.8 Biochemische Untersuchungen

Der fur die Immunfluoreszenz (2.5.2) und Immunogoldmarkierung (2.6.3) eingesetzte
monoklonale Antikérper (46E5B11) wurde von Dr. Lutzelschwab im Rahmen seiner
Dissertation 1990 aus Zucchinikeimlingen (Cucurbita pepo L.) hergestellt und richtet
sich gegen die PM-H"-ATPase mit einem Molekulargewicht von etwa 100kDa (siehe
1.5).

Um dessen Spezifitit zur Lokalisation der H'-ATPase bei Wasserpflanzen
nachzuweisen, wurden durch fraktionierte Zentrifugation von Blattern, Stangeln und
Wurzeln Mikrosomenfraktionen hergestellt und im Western Blot die Funktionalitdt des
Antikérpers Uberpruift.

2.8.1 Mikrosomenfraktionierung

Von den folgenden Pflanzen wurden die Blatter, Stangel und Wurzeln getrennt
aufgeschlossen und zu Mikrosomenfraktionen verarbeitet:

Cabomba caroliniana
Vallisneria spiralis
Callitriche hamulata
Elodea canadensis

Hippuris vulgaris
Potamogeton lucens
Ranunculus penicillatus
Stratiotes aloides
Myriophyllum spicatum  Myriophyllum aquatica
Alle hier zum Einsatz kommenden L&sungen wurden vor ihrer Nutzung zuerst mit
Sterilfiltern (Sartorius, Minisart NML SM 16534 K) steril filtriert (Cellulosemembran mit
0,2um Porenbreite, Schleicher & Schniill) und dann auf ca. 4°C abgekuhlt. Alle
nachfolgenden Schritte wurden ebenfalls bei dieser Temperatur durchgefiuhrt. Nach
einer grindlichen Reinigung unter flieRendem, kaltem Wasser wurden die Blatter,
Stédngel und Wurzeln voneinander

getrennt und einzeln weiter verarbeitet.
Der Menge des Frischgewichtes an
Pflanzenmaterial wurde das 4fache eines
erweiterten la-Puffers zugesetzt. Dieser
enthielt 25mM Tris, 20mM Na-EDTA,
0,3M NaCl, 2% PVPP, 0,1% BSA, TmM
DTT und 0,2mM PMSF [gelést in
DMSQO]). Der pH-Wert des Puffers lag
zwischen 7.8 und 8.0. Das Pflanzen-
material wurde zusammen mit dem
Puffer in einer elektrischen Krautermihle
(Krups Speedy Plus, Solingen,
Deutschland) zerkleinert. Nach dem
Abfiltern  durch ein  engmaschiges
Polyestertuch wurde das Homogenat
nach dem in Abb. 7 gezeigten Zentrifu-
gationsschema abzentrifugiert. Zuerst
wurde es bei 4°C mit 3000rpm (1000 g;
Hermle Tischzentrifuge, Z583K, Rotor
220.80.V02) fur 30min abzentrifugiert.

Das daraus gewonnene Filtrat 1 wurde
dann bei 4°C, 30min, mit 32000rpm
(100.000 g; Beckmann Ultrazentrifuge,

LZ-65K, Rotor 50 Ti) abzentrifugiert. Das entstandene Sediment 2 wurde in der 2fachen
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Abb. 7: Zentrifugationsschema
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Menge eines la-Puffers (10mM Tris, 20mM Na-EDTA, 0,3M NaCl, pH 7.8-8.0)
resuspendiert. Dieser Suspension wurde 5% PEG 6000 zugesetzt und unter Rihren
35min inkubiert. AnschlieRend wurde wieder 30min bei 4°C und mit 3000rpm
zentrifugiert. Das daraus resultierende Filtrat 3 wurde in der Ultrazentrifuge 60min bei
4°C und mit 32000rpm zentrifugiert. Sediment 4 wurde in 1ml eines lla Puffers (10mM
Tris, 10mM CaCl; - 2 H,0O; 5mM MgCl, - 6 H,0, 0,3M NacCl; pH 6.0) aufgenommen und
ergab die Mikrosomenfraktion F2. Diese wurde portionsweise in flissigem Stickstoff
eingefroren und bei —70°C bis zum weiteren Gebrauch gelagert.

2.8.2 Quantitative Bestimmung von Proteinen der Mikrosomenfraktionen

Eine einfache, sensitive colorimetrische Methode, mit der man Proteine quantitativ in
komplexen Extrakten bestimmen kann, ist die Proteinbestimmung nach Bradford
(1976). Der Nachweis beruht auf der spezifischen Bindung des Trimethylmethan-
Farbstoffs Coomassie Blue an Proteinen. Die dazu benétigte Eichkurve wurde mit BSA
erstellt und im Photometer (Biophotometer, Eppendorf, Heidelberg, Deutschland)
gespeichert.

Fur die Farbreagenz wurden 25mg Coomassie Blue G250° (Serva, Heidelberg,
Deutschland) mit 12,5ml 95%igem Ethanol und 25ml 85% Phosphorsaure gemischt und
mit kaltem aqua dest. auf 250 ml aufgefiillt. Nach dem vollstédndigen Ldsen des
Farbstoffs wurde er gefiltert und war einsatzbereit.

Fir die Proteinbestimmung wurden 20ul der Mikrosomenfraktion mit 50ul 1M NaOH und
1ml Farbreagenz gemischt und nach einer Inkubationsdauer von 10min am Photometer
gegen zwei Leerwerte (LW) bei einer Wellenlange von 595nm abgelesen. Die Werte
wurden digital in mg/ml ausgegeben. Die Proteinkonzentrationen wurden auf 1g des
eingesetzten Frischgewichts umgerechnet.

2.8.3 SDS-Gel-Elektrophorese

Proteine konnen nach einer Behandlung mit Natriumdodecylsulfat (SDS) und
Dithiothreitol (DTT) in einer Gel-Elektrophorese nach ihrer MolekulgréRe aufgetrennt
werden.

Als SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese wurde das diskontinuierliche System nach
Laemmli (1970) verwendet. Die Diskontinuitdt bezieht sich auf die Gelstruktur. Es
kommen zwei Gele zum Einsatz, die sich in ihrer Porengréfde, ihrem pH und der Art und
Konzentration ihrer lonen unterscheiden.

2.8.3.1 Herstellung des Acrylamidgels

Zwischen zwei Glasplatten fur Minigele (10 x 8 cm) wurde aus Acrylamid-Bis (30%T,
2,7%C, Serva), zusammen mit einem Trenngelpuffer (375mM Tris HCI, 0,1%SDS, pH
8.8) und 0,08% (w/v) TEMED, sowie 0,3% (w/v) APS ein 12,5%iges Trenngel
gegossen. Nach dessen Polymerisierung (20-30min) wurde ein 5%iges Sammelgel aus
Acrylamid-Bis (30%T, 27%C, Serva), Sammelgelpuffer (125mM Tris-HCI, 0,1% SDS,
pH 6.8), 0,1% (w/v) TEMED und 0,5% (w/v) APS auf das Trenngel aufgetragen. Nach
weiteren 20-30min war das zweite Gel ebenfalls polymerisiert und einsatzbereit. Die
Gele konnten im Kuhlschrank 1-3 Tage aufbewahrt werden, wurden aber i. Allg. am
selben Tag eingesetzt.
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2.8.3.2 Auftrennung der Mikrosomenfraktionen

Die Mikrosomenfraktionen wurden im Verhaltnis 3:1 mit Roti-Load 1°, einem
reduzierenden Proteinauftragspuffer (Roth, Karlsruhe), gemischt. Die Endkonzentration
an eingesetztem Protein wurde auf 5ug/ml festgelegt. Hoher konzentrierte Proben
wurden zuvor mit lla-Puffer (siehe 2.8.1) entsprechend verdinnt, um einen
gleichmalligen Lauf zu erhalten und sie mit dem mitlaufenden Proteinmarker
vergleichbar zu machen. Enthielten die Proben weniger als 5ug/ml Protein, wurde dies
entsprechend notiert.

Zwei Gele wurden in die Elektrophoresekammer (MS Laborgerate, Heidelberg,
Deutschland) eingespannt und die Laufkammern, sowie die Probentaschen der Gele
mit Elektrophoresepuffer (25mM Tris, 192mM Glycin, 0,1% SDS, pH ~ 8.8) aufgefiillt. In
die Taschen des Sammelgels wurde je 20ul der vorbereiteten Probe pipettiert. Als
Referenz lief ein Proteinmarker mit (5ug/ml Protein, 2-200 kDa, Serva liquid mix®).

Bei einer Stromspannung von 100V und einer anfanglichen Stromstérke von 20mA
durchliefen die Proben innerhalb von einer Stunde das Sammelgel und sammelten sich
an der Grenze zum Trenngel. Jetzt wurde die Stromstarke auf 24mA erhéht. Der Lauf
war beendet, sobald die Proben den unteren Rand des Trenngels erreicht hatten.

2.8.3.3 Anfarbung und Konservierung der Gele

Nach dem Lauf wurden die Sammelgele entfernt und die Trenngele mit aqua dest.
gewaschen, um Uberschissigen Elektrophoresepuffer zu entfernen, da die darin
enthaltenen Detergenzien bei der anschlieBenden Farbung die Bildung des
Farbkomplexes von Coomassie Blue mit den Proteinen behindern wirden (Eckert und
Kartenbeck 1997).

Eines der Gele wurde in einer Farblésung aus 50% (v/v) Methanol, 7% (v/v) Essigséaure,
0,1% (w/v) SDS und 0,2% (w/v) Coomassie Blue G250 auf dem Drehschittler 1h
gefarbt.

Nach dem Auswaschen der Uberschissigen Farbe wurde das Gel in aqua dest.
mehrere Minuten gekocht, um es wieder zu entfarben. Der Vorgang wurde mehrmals
wiederholt, bis die Proteinbanden sich als blaue Bereiche deutlich von dem entfarbten
Hintergrund abhoben.

Nach der fotografischen Dokumentation (Minolta, X-700) wurde das Gel in einer 1-
3%igen (v/v) Glycerinldsung inkubiert und dann zwischen Zellophanfolien (Owl,
Separation Systems), die mit 5% (v/v) Glycerinldsung benetzten sind, in einem
Trocknungsrahmen getrocknet. Die Gele sind so haltbar und archivierbar.
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2.8.4 Western Blotting

Ziel dieser Methode ist der vollstandige Transfer der aufgetrennten Proteine eines SDS-
Gels auf eine synthetische Trdgermembran, damit diese fir den immunologischen
Nachweis mit einem spezifischen Antikdrper zuganglich sind. Die hier angewandte
Methode des Semidry-Blottings stammt von Kyhse-Andersen (1984). Das
diskontinuierliche Puffersystem ermdéglicht einen relativ gleichmaRigen Transfer aller
Proteine, unabhangig von Ladung und Gréle.

Gleich nach Beendigung der Elektrophorese (siehe 2.8.3.2) wurde das zweite Trenngel,
zusammen mit drei Filterpapieren (Whatman,
3mm) 5min in Kathodenpuffer (Roti-Blot K®,
Roth) inkubiert. Eine Nitrozellulosemembran
(Porengrofe: 0,45um, Serva), sowie drei
weitere Filterpapiere inkubierten in
Anodenpuffer (Roti-Blot A®, Roth). Die Anode
des Semidry-Blotters (cti, SD, Idstein,
Deutschland) wurde mit Anodenpuffer befeuchtet Aob. 8: Querschnitt durch den Aufbau einer Transfer-
und dann ein Stapel, wie in Abb. 8 abgebildet, Einheit bei Anwesenheit eines diskontinuierlichen
aufgebaut. Die Kathode wurde gUt mit Kathoden- Ppuffersystems nach Kyhse-Andersen, 1984

puffer befeuchtet und auf den Stapel aufgesetzt. Die angelegte Stromspannung betrug
10V, die Stromstarke wurde konstant bei 1mA/cm? gehalten. Die Laufdauer betrug 1h.

Kathode
} Filter mit

Kathodenpulfer

- »...

GEL
MEMBRAN

Filter mit
Anodenpuller
S

L

2.8.4.1 Immunmarkierung

Nach dem Transfer wurde die Nitrocellulosemembran zunéchst in 0,04% (v/v) Tween
20° (in 0,01M PBS, pH 7.4) gewaschen, dann erfolgte die Blockierung von
unspezifischen Bindungsstellen mit 0,2% (v/v) Tween 20°. SchlieRlich inkubierte der
Blot 2h in dem 1:1000 verdinnten, primaren monoklonalen Antikérper (46E5B11). Nach
dem Auswaschen mit 0,02% Tween 20°® erfolgte die Inkubation mit einem sekundéren
Antikérper (goat, anti-mouse-IgG, alkaline phosphatase conjugate, Fc spezifisch,
Sigma, A-1418), der 1:5000 mit 0,02% Tween 20° verdiinnt wurde. Danach wurde
nochmals mit 0,02% (v/v) Tween 20° ausgewaschen, bevor der Blot gefarbt wurde.

2.8.4.2 Anfarbung

FUr den colorimetrischen Nachweis der alkalischen Phosphatase auf der Blot-Membran
wurden die chromogenen Substanzen 5-Brom-4-Chlor-3-Indolyl-Phosphat (BCIP) und
Nitroblau-Tetrazolium (NBT) verwendet.

Die Phosphatase des sekundaren Antikérpers katalysiert die Abspaltung des
Phosphatrestes von BCIP und wandelt es in das entsprechende Indoxylderivat
(I6sliches Leucoindigo) um. Das Indoxylderivat wird durch NBT oxidiert und dimerisiert
zu dem tiefblauen, unléslichen 5,5‘-Dibrom-4,4‘-Dichlor-Indigo (Franci und Vidal, 1988).
NBT wird dabei als Wasserstoff-Akzeptor zu einem purpur gefarbten Diformazan
reduziert, welches die Intensitdt des Farbniederschlages noch verstéarkt. Da die
Farbreaktion lichtempfindlich ist, wurde die Inkubation in der Dunkelkammer unter
Rotlicht durchgefihrt.
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Mit Dimethylformamid wurde eine 5%ige (w/v) Lésung aus NBT und eine 5%ige (w/v)
Lésung aus BCIP angesetzt. Unmittelbar vor Gebrauch wurden die Farblésungen 1:2
(NBT:BCIP) gemischt und mit dem 100-fachen eines Puffers (100mM NaCl, 5mM
MgCl, - 6 H,O, 100mM Tris) verdunnt. Der Blot wurde darin ca. 7min inkubiert, bis eine
deutliche Anfarbung von Banden zu erkennen war. Danach wurde die Reaktion mit
einer 20mM EDTA-Na-Salz-Lésung gestoppt.

Nach dem Spilen in aqua dest. wurde der Blot zur Dokumentation fotografiert und dann
zwischen Filterpapier getrocknet. Die Aufbewahrung erfolgte lichtgeschitzt zwischen
Filterpapier.

2.9 Untersuchungen an Myriophyllum spec. bei verschiedenen pH-
Werten

Mit Myriophyllum spicatum und M. aquaticum konnten zwei Wasserpflanzen untersucht
werden, die einer Familie angehdren und in unterschiedlichen Habitaten wachsen. M.
spicatum findet man bevorzugt in kalkhaltigen Gewéassern unserer Breiten, wahrend M.
aquaticum aus Sudamerika stammt und in einem Gewé&sser wéchst, dessen pH im
sauren Bereich liegt (vgl. 2.2.6 und 2.2.7).

In den folgenden Versuchen sollte untersucht werden, wie M. spicatum mit
unterschiedlichen pH-Werten in seinem Lebensraum zurecht kommt und welche
Auswirkung dies auf den Nachweis der PM-H*-ATPase hat. In einem zweiten Versuch
sollte abgeklart werden, wie sich der pH des Umgebungsmilieus von M. spicatum und
M. aquaticum im Laufe von mehreren Wochen verandert und ob dies Konsequenzen
auf den Nachweis der PM-H"-ATPase hat.

2.9.1 Veranderungen im Blatt unter konstanten pH-Bedingungen

Drei Pflanzen von M. spicatum wurden von Schmutz befreit und in je einen Glaszylinder
mit 1,51 Fassungsvermdgen eingebracht. Diese wurden mit Quellwasser aus Scorzé
(bei Treviso, ltalien) gefillt Das Wasser enthielt It. Etikett folgende Kationen und
Anionen: Na*: 7,1mg/l, K*: 1,1mg/l, Mg®": 31mg/l, Ca®*": 46mg/l, CI: 2,8mg/l, SO4*:
4,6mg/l, SiO4*: 17mg/l und HCO3": 500mg/l. Der pH wurde mit Hilfe von 1N HCI auf drei
verschiedene pH-Werte eingestellt (6.0, 7.0 und 8.0) war. Die Glaszylinder wurden
abgedeckt und im Klimaschrank bei 11°C wund einer Beleuchtung von
67umol Quanten ‘s™-m? (photosynthetisch aktive Strahlung) 10h taglich belichtet. Eine
Beluftung des Wassers mit einem Sprudelstein fand nicht statt, da dadurch das im
Wasser enthaltene CO, innerhalb von wenigen Stunden aus dem Wasser entweichen
wirde (Kaspar, 1992). Jeden dritten Tag wurde zunachst der CO,-Gehalt (2.9.3) der
drei Halterungswasser bestimmt und dann das Wasser ausgewechselt. So konnten die
Pflanzen unter relativ konstanten pH-Bedingungen wachsen, ohne dass zusatzliche
Puffer eingesetzt werden mussten. Die Versuchsdauer belief sich auf finf Wochen.

Neben der Kontrolle der Vitalitdt wurde jeden Vormittag der pH der drei Anséatze
gemessen. Die Messung der Membranspannungen wurde einmal in der Woche
durchgefiuhrt (siehe 2.9.4). Alle zwei Wochen erfolgte die Entnahme von Blattproben,
die fir immuncytochemische Untersuchungen fixiert wurden (siehe 2.5.1ff).
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2.9.2 Verdnderungen des pH im Laufe mehrerer Wochen

Je eine Pflanze von M. spicatum und M. aquaticum wurden von grobem Schmutz und
Algenbewuchs befreit, ihre Grélde vermessen und dann in je einen Glaszylinder mit 1,5l
Fassungsvermdgen eingebracht. Bei M. aquaticum wurden vor Versuchsbeginn und
wahrend der gesamten Laufzeit alle Uberwasserblatter entfernt, da sonst die
Unterwasserblatter absterben wirden (de Wit, 1990). Die Glaszylinder wurden mit
Quellwasser (Scorze, bei Treviso, Italien) aufgefillt und der pH mit 1N HCI auf 6.0
eingestellt. Die Belichtung erfolgte in einem Klimaschrank bei 11°C 10h mit
67umol Quanten ‘s™-m™. Die Versuchsdauer belief sich auf fiinf Wochen.

Neben der taglichen Messung des pH (immer vormittags), der Kontrolle der Vitalitat der
Pflanzen und der wéchentlichen Messung der Membranspannung (siehe 2.9.4) wurden
alle zwei Wochen Proben von Blattern beider Arten entnommen und fur die
immuncytochemischen Untersuchungen prapariert (siehe 2.5.1ff).

2.9.3 Messung des CO,-Gehalts im Wasser

Waéhrend der Versuchsdauer von funf Wochen wurde mehrmals das freie CO; im
Wasser titrimetrisch bestimmt (Schwoerbel, 1980). In 100ml Probenwasser wurde 1mg
eines Phenolphthaleingemisches® (Hach, USA) gelost. Mit einem Digital-Titrator
(16900-01,Hach, Loveland, Colorado, USA) wurde tropfenweise eine 0,3636M NaOH-
Lésung zugegeben, bis sich eine leichte, dauerhafte Rotténung einstellte. Der
Verbrauch an NaOH (in ml) wurde mit 0,2 multipliziert, dies ergab den Gehalt an freiem
COg, in [mg/l] (Schwoerbel, 1980).

Die Messung des freien CO»-Gehalts im Wasser wurde nur zu Beginn und am Ende
des Versuchs durchgefihrt, da fir die Bestimmung 100ml Wasser benétigt wurden, die
bei diesem Versuch nicht alle zwei Tage zur Verfiigung standen (siehe 2.9.3).

2.9.4 Messung der Membranspannung

Dunne Kapillaren aus Borosilikatglas, die ein Filament enthielten (GB150F10, Science
products GmbH), wurden mit Hilfe eines vertikalen Pipettenziehers (Model 750, David
Kopf, USA) =zu Glasmikroelektroden (Messpipetten) ausgezogen. Die dabei
entstandenen feinen Spitzen der Pipetten
hatten einen Durchmesser von 1-2um
(Kettner, 1999). Die Messpipette (MP)
wurde mit einer 3mM KCI-Lésung
luftblasenfrei gefullt und in einem |
Mikromanipulator (MM) fixiert, der sich auf =
einem luftgefederten Tisch in einem
Faradayschen Ké&fig befand. Abb. 9 zeigt =
den Aufbau der Messanordnung. Ein g
chlorierter Silberdraht, der
Elektrodendraht, wurde in die Pipette pgi
eingefihrt und am anderen Ende mit %%
einem Elektrometer (solid state 610 C, | °
Keithly Instruments, USA) elektrisch
verbunden. Die Referenzelektrode (RE), Abb. 9: Anordnung zur Messung der Membranspannung

die ebenfalls am Elektrometer (EM) angeschlossen war, enthielt einen Ag/AgCl-Draht,
der in eine 1M KCI-Lésung getauchtwar.
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Sie ragte in die Badlésung (0,1mM KCI, 0,1mM CacCl,, pH 8.0). Das Elektrometer (EM)
wurde auf —300mV eingestellt und der Ausschlag des Schreibers geeicht. Auf dem
Schreiber-Papier entsprachen 2,5cm (10 Kastchen) in der Breite -50mV. Die
Laufgeschwindigkeit betrug 20cm/h.

Die Blatter von M. spicatum und M. aquaticum wurden in einer Halterung lose befestigt
dann so orientiert, dass die adaxiale

Blattseite nach oben zeigte und schliel3lich
mit Vaseline fixiert. Im Anschluss daran :
wurde alles vollstdndig mit Badlésung
bedeckt, die Referenzelektrode sowie die
Messpipette hinein getaucht und schliel3lich

der Null-Punkt am Elektrometer und am

Schreiber eingestellt. Die Annaherung der
Messpipette an das Blatt erfolgte mit Hilfe der K
Mikrometerschrauben am Mikromanipulator
und wurde mit einem Zeiss-Binokular

(3,2fach  vergrélert)  kontrolliert. Die

Einstichstelle lag stets in einer Blattfieder, ca.

1mm oberhalb ihres basalen Endes, in der Abb. 10: Einstichstelle am Blatt von Myriophyllum spec.
Nahe der Mittelrippe (Abb. 10). Sobald das Elektrometer ausschlug, wurde der
Vorschub der Pipette gestoppt. War der Ausschlag stabil, wurde die Messung
durchgefuhrt.

2.9.5 Ermittlung der unterschiedlichen FITC-Fluoreszenz-Intensitéaten

Neben der bildlichen Dokumentation der Versuchsergebnisse von 2.9.1 und 2.9.2 mit
dem CLSM (siehe 2.5.4.3), konnten mit Hilfe des Computerprogramms TCSNT des
Mikroskops die unterschiedlichen Intensitdten der FITC-Fluoreszenz in den
Versuchsansétzen von Myriophyllum spicatum gemessen. Dafir wurden durch
Epidermiszellen von M. spicatum Profile gelegt, auf deren Ladnge dann das Programm
die Intensitaten der FITC-Fluoreszenz messen konnte. Die Ergebnisse wurden grafisch
ausgegeben.

Die dimensionslose Skala der Lichtintensitat verlauft von 0 bis 255. In Abb. 11 ist ein
Beispiel fur solch eine Grafik darge-
stellt. Die grine Linie zeigt die | = ..
Fluoreszenz-Intensitat des 1. Ka- -
nals und stellt die FITC-Fluoreszenz

dar. Die rote Linie =zeigt die o1 i L)
Primarfluoreszenz des 2. Kanals an. TS Ay
Die Profile werden so in die Bilder PZI‘ e R
gelegt, dass sie von der AulRenseite

der Zelle zur Innenseite laufen. Der

Length [pum]: Sum: Mean: Std. dev.: Minimul m: Maximum:

Beginn der Grafik stellt daher stets — 00 we  wa mm ow
die perikline Aul3enseite einer Zelle - - -
dar, das Ende die perikline Abb. 11: Bsp. einer Intensitéts-Grafik fiir die FITC- und Primarfluoreszenz

Innenseite. Der Bereich in der Grafik-Mitte zeigt bei einigen Zellen die antiklinen Seiten
an, je nachdem, in welcher Ebene die CLSM-Aufnahme entstanden ist.
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3.1 Physiologische Polaritat bei Blattern submerser Pflanzen

Bei einigen Blattern submerser Makrophyten zeigte sich mit dem pH-Indikator
Bromkresolpurpur schon nach kurzer Belichtungszeit eine Gelbfarbung in der
Umgebung der gesamten Blattoberfliche. Bei anderen Pflanzen traten an den
abaxialen Seiten der Blatter Gelbfarbungen auf, wahrend die adaxialen Blattflachen sich
violett farbten. Wiederum andere Blatter zeigten keine Reaktionen. Die Ansduerungen
der gesamten Blattoberflachen waren nur am Vormittag zu beobachten. Nachmittags
brachte auch eine langere Beleuchtungszeit kaum oder keine Reaktion. Die Reaktionen
der polaren Blatter bei Belichtung waren dagegen jederzeit zu beobachten.

Solche physiologischen Polaritdten, bei denen sich die Blattunterseite gelb und die
Blattoberseite violett farbte, traten sowohl bei monocotylen als auch bei dicotylen
Angiospermen auf.

3.1.1 Polare Blatter

Die Blatter von P. lucens wiesen eine solche physiologische Polaritat auf. Das Blatt des
Laichkrauts farbte den Agar an seiner abaxialen Blattseite gelb, was darauf hin deutet,
dass die Auflageflache angesduert wurde, wahrend die adaxiale Seite sich violett
anfarbte (Abb. 12 und 13). Die Blatter von P. perfoliatus verhielten sie ebenso (ohne
Abb.).

Das Schwimmblatt von P. natans zeigte ebenfalls diese Reaktion. An seiner
Blattunterseite trat eine leicht Gelbfarbung auf (Abb. 14), wahrend die Blattoberseite
dunkelrot wurde (Abb. 15). Im Vergleich zu P. lucens, wurde die Blattumgebung jedoch
nicht so stark alkalisch.

Auch die beiden Wasserpestarten E. canadensis (Abb. 16) und E. nuttallii (ohne Abb.)
zeigten eine deutliche physiologische Polaritdt. Die Umgebung ihrer Blattunterseiten
wurden gelb, wahrend sich an den Blattoberseiten der Agar violett einfarbte.

3.1.2 Nicht polare Blatter

Die Unterwasserblatter von P. natans zeigten im Gegensatz zu ihren Schwimmblattern
keine physiologische Polaritat. lnre Umgebung sduerte sich sowohl an der adaxialen,
als auch an der abaxialen Blattseite an, so dass sich der Agar auf beiden Seiten des
Blattes gelb farbte (Abb. 17). Ebenso verhielten sich die Blatter von S. aloides. Beide
Blattseiten farbte den Agar gelb an (Abb. 18).

Die gleiche Reaktion konnte auch bei Blattern von M. spicatum beobachtet werden. Die
Umgebung der ganzen Blattoberfldche verfarbte sich gelb (Abb. 19). Gelegentlich
werden statt einer Ansduerung auch  Alkalisierungen an den Blattoberflachen
beobachtet (Abb. 20).

Die Blatter von C. caroliniana zeigten ebenfalls keine physiologische Polaritat. Sowohl
an ihrer Blattoberseite, als auch an ihrer Blattunterseite waren schwache
Gelbfarbungen des Agars zu beobachten (Abb. 21).
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3.1.3 Blatter, die keine Reaktion zeigten

Bei einer Reihe von Submersophyten und Helophyten konnten weder Alkalisierungen
noch Ansduerungen beobachtet werden, wie sie unter 3.1.1 und 3.1.2 beschrieben
wurden, z.B. bei den Unterwasserblattern von H. vulgaris. Es zeigten sich keinerlei
Reaktionen auf dem Agar (Abb. 24), selbst nach langeren Belichtungszeiten. Das pH-
Milieu der unmittelbaren Umgebung veréanderte sich nicht. Auch die fein zerschlitzten
Blatter von R. penicillatus zeigten keine Reaktion (ohne Abb.).

In der unmittelbaren Umgebung der Blattoberflache von M. verticillatum (Abb.22) und
M. aquaticum (Abb. 23) traten keine Farbreaktionen in der Umgebung der Blatter auf.
Bei C. demersum (Abb. 20) sowie bei C. submersum (ohne Abb.) zeigte sich ebenfalls
keine Reaktion in der Umgebung der Blattoberflache. Hier konnten ebenfalls, auch nach
l&ngeren Belichtungszeiten keine Verfarbungen auf dem Agar beobachtet werden.

3.1.4 Vallisneria spiralis

Die Blatter von V. spiralis zeigten ein differenzierteres Muster auf dem Agar als die
anderen polaren und nicht polaren Blatter. Bei verschiedenen Ansatzen zeigte sich
einmal eine Rotfarbung an der Blattspitze, was auf eine Alkalisierung hindeutet. Etwas
dahinter wurde eine gelbe Bande am Blatt sichtbar und darauf folgte wieder eine rote
(Abb. 27). Bei einem anderen Ansatz zeigte sich an der Spitze des Blattes eine
Gelbfarbung des Agars und die nachfolgende Bande war rot (Abb. 26). Ein Unterschied
zwischen Blattoberseite und Blattunterseite konnte nicht erkannt werden. Die
Umgebung der Blattspitze farbte sich sowohl an der Oberseite als auch an der
Unterseite rot oder gelb an.

Tafel 1: Physiologische Polaritat bei Blatter von submersen Angiospermen. Abb. 12: Adaxiale Seite eines
Blattes v. P. lucens. Abb. 13: Abaxiale Seite eines Blattes v. P. lucens. Abb. 14: Blattoberseite des
Schwimmblattes v. P. natans. Abb. 15: Blattunterseite des Schwimmblattes v. P. natans. Abb. 16: Blatt v.
E. canadensis, lateral; Oberseite (OS); Unterseite (US). Abb. 17: Unterwasserblatt v P. natans, lateral.

Tafel 2: Physiologische Polaritat bei Blattern von submersen Angiospermen. Abb. 18: Blatt v. S. aloides,
lateral. Abb. 19: Adaxiale Seite eines Blattes v. M. spicatum. Abb. 20: Adaxiale Seite eines Blattes v. M.
spicatum. Abb. 21: Adaxiale Seite eines Blattes v. C. caroliniana. Abb. 22: Adaxiale Seite eines Blattes v.
M. verticillatum. Abb. 23: Adaxiale Seite eines Blattes v. M. aquaticum.

Tafel 3: Physiologische Polaritat bei Blatter von submersen Angiospermen. Abb. 24: Adaxiale Seite eines
Blattwirtels v. H. vulgaris Abb. 25: Adaxiale und abaxiale Seite der Blattzipfel v. C. demersum. Abb. 26
und 27: Blattflachen v. Vallisneria spiralis mit unterschiedlichen Ansduerungsmustern
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Tafel 1

Abb.10

Abb 8

Abb.9 Abb.11

-

Abb.12 Abb.13
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Abb.21

Abb.22

Abb.20

Tafel 3
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3.2 Licht- und elektronenmikroskopische Untersuchungen zur
Morphologie der Wasserpflanzen

Der Aufbau von Blatt, Stédngel und Wurzel bei Hydrophyten weicht in histologischer und
cytologischer Hinsicht in manchen Punkten von dem der Landpflanzen ab. In
zahlreichen friihen Veréffentlichungen wurde Uber die unterschiedlichen Strukturen bei
Wasserpflanzen berichtet (Sculthorpe, 1967, Napp-Zinn, 1984). Ein Versuch, die
Pflanzen aufgrund ihrer morphologischen und histologischen Merkmale in verschiedene
Gruppen einzuteilen, gestaltet sich schwierig. Daher erfolgt die Gruppierung der Blatter
zunachst nach dulReren Merkmalen.

3.2.1. Die Blatter der Wasserpflanzen
3.2.1.1 Wasserpflanzen mit fein zerschlitzten Blattern

Die feinen Fiederblatter der Tausendblattgewachse M. spicatum (Abb. 28), M.
aquaticum (Abb. 29) und M. verticillatum (Abb. 30), sowie von C. caroliniana (Abb. 31),
R. penicillatus (Abb. 32) und C. demersum (Abb. 33) sind radidr symmetrisch
aufgebaut. Sie &hneln dem Aufbau nach &quifazialen Rundblattern. Nach einer
astomatischen Epidermis folgt ein 3-5 reihiges, mit Interzellularen durchsetztes
Mesophyll, dessen Zellen bei M. spicatum und C. caroliniana deutlich gré3er als die der
Epidermis sind, bei M verticillatum, M. aquaticum und R. penicillatus aber in etwa gleich
grol3 erscheinen. Bei C. demersum fallen gro3e Lakunen in der Blattmitte auf, die einen
Grofteil des Blattvolumens einnehmen.

Wahrend bei M. verticillatum (Abb. 34) die periklinen Aul3enseiten der Epidermiszellen
leicht und bei M. aquaticum stark nach Aulien gewdlbt sind (Abb. 29, 35, 36), ist dies
bei M. spicatum (Abb. 28, 37) und C. caroliniana (Abb. 31, 43) nicht zu beobachten.
Auch bei R. penicillatus weisen die Epidermiszellen eine leichte AuRenwdlbung an den
periklinen AuRenseiten auf (Abb. 32, 38). Zusatzlich haben sich bei manchen
Epidermiszellen zwischen einer duf’eren und einer inneren Zellwand groRe Spalten
(Abb. 39, 42) gebildet, die einen Hohlraum im Apoplasten bilden und sich bis in die
periklinen Seitenwande hinein fortsetzen. Dort finden sich dann, ins Cytoplasma hinein
ragende Wandprotuberanzen, die fir Transferzellen eine typische Struktur (Abb. 39)
darstellen. Solche Wandprotuberanzen sind auch bei C. caroliniana zu finden (Abb. 43,
46).

Bei allen Wasserpflanzen findet man eine Cuticula auf den periklinen Aulienwanden der
Epidermiszellen aufliegen. Diese hebt sich mehr oder weniger deutlich von der darunter
liegenden Zellwand ab. Wahrend sie bei M. spicatum (Abb. 40) und C. caroliniana (Abb.
43) kaum zu erkennen ist, zeigt sie sich bei M. verticillatum um so deutlicher (Abb.41).
Auch bei R. penicillatus hebt sie sich deutlich von der duf3eren Zellwand ab (Abb. 39).

Die periklinen Aul3enzellwande bei M. spicatum (Abb. 40), M. verticillatum (Abb. 41) und
C. caroliniana (Abb. 43) sind wesentlich starker ausgebildet als ihre antiklinen
Seitenwande. Bei M. spicatum ist der mehrschichtige Aufbau aus priméren und
sekunddren Wandbestandteilen deutlich zu erkennen. Gelegentlich findet man ihre
Aulenzellwande aufgequollen und die Micellen gelockert vorliegen (Abb. 44). Zu den
antiklinen Seitenwanden hin verjiingen sich die AulRenwénde rasch und zeigen keine
auffélligen Strukturen mehr. Die Zellwdnde von M. aquaticum sind dagegen auf allen
Seiten gleich dick und weisen keine besonderen strukturellen Eigenschaften auf (Abb.
35).
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Eine Besonderheit von Hydrophyten ist das Vorhandensein von Chloroplasten in den
Epidermiszellen. Bei M. spicatum, M. verticillatum, R. penicillatus und C. caroliniana
findet man in diesen Zellen grole Chloroplasten. Die lénglich eiférmigen Plastiden
ahneln den in Lehrbichern beschriebenen Schattenchloroplasten (Lutge et al, 1988).
Sie enthalten dicke Granathylakoidstapel, einige Plastoglobuli und enthalten i.Allg.
keine Starkekdrner (Abb. 41, 42, 43, 44). Die Epidermiszellen der Unterwasserblatter
von M. aquaticum sind dagegen chloroplastenfrei (Abb. 35). Auch in den grof3en, nach
Aulen gewdlbten Epidermiszellen der Rhachis sind keine Chloroplasten zu finden (Abb.
36). Neben den Chloroplasten sind auch zahlreiche Mitochondrien in den
Epidermiszellen von M. spicatum, C. caroliniana und R. penicillatus lokalisiert. Man
findet sie vor allem in der N&he von Chloroplasten und an den Wandprotuberanzen von
R. penicillatus und C. caroliniana (Abb. 39, 46). Bei M. spicatum liegen sie in erster
Linie an den antiklinen Seitenwanden (Abb. 45). Im Gegensatz dazu sind Anhdufungen
von Zellorganellen auf bestimmte Zellregionen bei M. verticillatum und M. aquaticum
nicht zu finden. Hier sind die vereinzelt vorhandenen Mitochondrien gleichmaRig auf
allen Seiten der Zelle verteilt (ohne Abb.)

In den meist wesentlich grélReren Mesophylizellen findet man von M. spicatum, R.
penicillatus und C. caroliniana deutlich weniger Chloroplasten (Abb. 37, 38, 49). lhre
Anzahl nimmt zur Blattmitte hin noch weiter ab. Bei M. aquaticum, deren
Epidermiszellen frei von Chloroplasten sind, findet man im Mesophyll zahlreiche
Chloroplasten, die neben dicken Granastapeln und einigen Plastoglobuli, z.T. recht
groRe Stérkekorner enthalten (Abb. 36).

Tafel 4: Fiederblattquerschnitte, gefarbt mit Toluidinblau. Abb. 28: M. spicatum. Abb. 29: M. aquaticum.
Abb. 30: M. verticillatum. Abb. 31: C. caroliniana. Abb. 32: R. penicillatus. Abb. 33: C. demersum.

Tafel 5: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von Fiederblattquerschnitten. Abb. 34: Ubersicht v. M.
verticillatum. Abb. 35: Epidermiszelle v. M. aquaticum. Abb. 36: Epidermis u. Mesophyll d. Rhachis v. M.
aquaticum. Abb. 37: Ubersicht v. M. spicatum.

Tafel 6: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von Fiederblattquerschnitten. Abb. 38: Ubersicht v. R.
penicillatus. Abb. 39: Epidermiszelle mit Spalt v. R. penicillatus. Abb. 40: Zellwand v. M. spicatum. Abb.
41: Epidermiszelle v. M. verticillatum.

Tafel 7: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Fiederblattquerschnitten. Abb. 42: Epidermiszelle mit
Spalt v. R. penicillatus. Abb. 43: Epidermiszelle v. C. caroliniana. Abb. 44: Zellwandstruktur der periklinen
AuRenseite einer Epidermiszelle v. M. spicatum.

Tafel 8: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Fiederblattquerschnitten. Abb. 45: Epidermiszelle v. M.
spicatum. Abb. 46: Epidermiszelle v. C. caroliniana. Abb. 47: Epidermiszelle mit Spalt v. R. penicillatus.
Abb. 48: Epidermis v. M. verticillatum.

Tafel 9: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Fiederblattquerschnitten Abb. 49: Mesophyll v. C.
caroliniana. Abb. 50: Ausschnitt d Querschnittes d. Rhachis v. M. spicatum. Abb. 51: Leitgewebe v. R.
penicillatus. Abb. 52: Geleitzelle im Leitgewebe v. R. penicillatus.

Tafel 10: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Fiederblattquerschnitten. Abb. 53: Leitgewebe v. M.
spicatum. Abb. 54: Leitgewebe d. Rhachis v. M. spicatum. Abb. 55: Leitgewebe v. M. aquaticum.

Tafel 11: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Fiederblattquerschnitten. Abb. 56: Epidermis- und
Mesophylizellen v. C. demersum. Abb. 57a + b: Ubersicht und Detail d. Leitgewebes v. C. demersum.

Abkiirzungen der Tafeln 4-11:

AuRere Zellwand (Azw); Chloroplast (Chl); Cuticula (Cu); Cytoplasma (Cy); Epidermis (Ed);
Epidermiszelle (Ez); Geleitzelle (Gz); Idioblast (Id); ,inner space” (Is); Interzellulare (Iz); Innere Zellwand
(Izw); Lakune (L); Leitblindel (Lb): Leitgewebe (Lg); Mesophyll (Me); Mitochondrium (Mi); Mesophylizelle
(Mz); Plasmamembran (Pm); Phloemparenchym (Pp); Siebrohre (Sr); Transferstruktur(Ts); Vakuole (V);
Zellkern (Zk); Zellwand (Zw);
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Tafel 4

Abb. 28 Abb. 29

Abb. 30 Abb. 31

Abb. 32 Abb. 33
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Tafel 5
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Tafel 6
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Abb. 44
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49



3. Ergebnisse

Tafel 8

Abb. 48

Abb. 47
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Tafel 9

51



3. Ergebnisse

Tafel 10




3. Ergebnisse

Tafel 11
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Wahrend das Plasma und die Zellorganellen der Epidermiszellen einen grof3en Teil des
Zellvolumens ausfullen, nehmen die Vakuolen der Mesophylizellen den meisten Raum
ein und drangen das Plasma und die darin enthaltenen Zellorganellen an den Rand.
Das Mesophyll selbst ist oft von einzelnen Interzellularen unterbrochen, die jedoch
selten die GrélRe von Mesophylizellen annehmen kdénnen. In den Blattspindeln
(Rhachis) dagegen werden die Interzellularen recht grol3 und erinnern z.T. an das
Aerenchym in Stangeln von Wasserpflanzen (vgl. 3.2.2).

In den Querschnitten der aquifazialen Blattfiedern aller finf Arten findet man ein
zentrales Leitblndel. Es ist wie bei den meisten Hydrophyten stark reduziert (Napp-
Zinn, 1984). Neben plasmareichen Geleitzellen mit zahlreichen Mitochondrien und
einigen Phloemparenchymzellen finden sich bei R. penicillatus und C. caroliniana nur
wenige Siebrdhren in den Blattfiedern (Abb. 49, 51). Xylem ist nicht zu erkennen. Auch
bei M. spicatum, M. verticillatum und den Unterwasserblattern von M. aquaticum findet
sich kein Xylem, dafir aber einige Bestandteile des Phloems. Neben
Phloemparenchymzellen, Siebréhren mit ihren Geleitzellen finden sich auch groflle
Idioblasten im Leitgewebe, deren Vakuolen mit elektronendichtem Material gefullt sind
(Abb. 53, 55). Die Leitbindel der Rhachis von M. spicatum sind deutlich gréRer, aber
auch hier ist kein Xylem zu finden (Abb. 54).

Das Fiederblatt von Ceratophyllum demersum unterscheidet sich deutlich von denen
der bisher beschriebenen Arten. Die kleinen isodiametrischen Epidermiszellen
umschliel3en ein Mesophyll, dessen Zellen von aulden nach innen immer grél3er werden
(Abb. 33). Direkt unterhalb der Epidermis, in der ersten Reihe von Mesophylizellen,
liegen in regelméRigen Abstédnden Idioblasten eingestreut. In der Blattmitte befinden
sich je nach Schnittebene (auflen zur Blattspitze oder zur Blattbasis hin) kleinere oder
eine goliere Lakunen, die von ein bis zwei Zellstegen durchzogen werden kénnen (Abb.
33).

Wahrend die Epidermiszellen noch zahlreiche Chloroplasten enthalten, nimmt ihre Zahl
im Mesophyll zur Mitte hin deutlich ab (Abb. 56, 57a + b). Mitochondrien sind in den
Epidermiszellen an den antiklinen Seiten und periklinen Innenseiten verteilt. In den
darunter liegenden Mesophyllzellen liegen sie bevorzugt an der zur Epidermis
grenzenden Seite (Abb. 56). Die aulieren Zellwande der Epidermiszellen sind etwas
dicker als die Ubrigen und weisen eine deutliche Cuticula auf (Abb. 56). Ein eindeutig
als Leitgewebe definierter Bereich findet man in den Fiederblattern von C. demersum
nicht. An einer Stelle im Mesophyll unterscheiden sich einige Zellen deutlich von den
Ubrigen, sowohl in ihrer Form als auch in ihrer Grélke (Abb. 33, 57a + b). AuRerdem
sind sie recht plasmareich und enthalten zahlreiche Mitochondrien. Dies kdnnte eine Art
Leitgewebe darstellen.
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3.2.1.2 Wasserpflanzen mit langen, flachen Blattern

Eine zweite Gruppe von Wasserpflanzen hat lange lanzettliche Blatter, die an
unterirdischen Sprossen (Vallisneria spiralis, Unterwasserblatter v. Potamogeton
natans) oder aus einem Rhizoid heraus wachsen (Posidonia oceanica, Stratiotes
aloides). Im Blattquerschnitt weisen sie Merkmale eines aquifazialen Flachblattes auf.
Bei allen vier Arten wird ein mehrschichtiges Mesophyll, das aus unterschiedlich
grolen, meist isodiametrischen Zellen besteht, von einer einschichtigen Epidermis
umgeben, deren Zellen wesentlich kleiner sind. Bei P. oceanica und S. aloides haben
die Epidermiszellen ein langliches palisadenartiges Aussehen (Abb. 58, 59). Bei V.
spiralis dagegen eine isodiametrische Form (Abb. 60). Die kleinen ovalen
Epidermiszellen von P. oceanica sind von einer dicken Zellwand umgeben, deren
Machtigkeit an der periklinen AuRenwand am gréf3ten ist (Abb.62). An der Aullenwand,
zum Umgebungsmilieu hin, ist ihre Zellwandstruktur blasenartig aufgelockert (Abb. 63).
Die Zellen selbst enthalten zahlreiche Chloroplasten, die sich bevorzugt an der
periklinen Innenseite ansiedeln. Sie enthalten dicke Granathylakoidstapel, wenige
Stromathylakoide und einige kleine Starkekoérner (Abb. 64). Die Epidermiszellen von S.
aloides und V. spiralis sind nicht von solch massiven Zellwdnden umgeben. Die
periklinen AuRenwande sind aber auch dicker als die tUbrigen Zellwénde (Abb. 66, 67).

Die Chloroplasten sind bei V. spiralis meist gleichm&Rig in der gesamten Zelle verteilt,
wéhrend sie sich bei S. aloides sich oftmals an den periklinen Au3enseiten ansiedeln
(Abb. 66). Die Mitochondrien findet sich bei beiden Arten jedoch bevorzugt an den
antiklinen Seiten und der periklinen Innenseite der Zellen (Abb. 68, 69).

Das Mesophyll von P. oceanica besteht aus unterschiedlich gro3en Zellen (Abb. 58). In
den grol3en Zellen nehmen die Vakuolen den meisten Platz im Zelllumen ein und sind
mit unterschiedlichen Vakuoleninhaltsstoffen gefillt (Abb. 65). Dazwischen liegen
kleinere Zellen, deren Vakuolen ebenfalls den meisten Platz des Zelllumens einnehmen
und sowohl die Chloroplasten als auch die Mitochondrien an den Rand dréangen (Abb.
62, 65).

Tafel 12: Blattquerschnitte, gefarbt mit Toluidinblau. Abb. 58: Posidonia oceanica. Abb. 59: Stratiotes
aloides. Abb. 60: Vallisneria spiralis. Abb. 61: Unterwasserblatt v. Potamogeton natans.

Tafel 13: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern. Abb. 62: Epidermis u. Mesophyll v. P.
oceanica. Abb. 63: Zellwand der periklinen Auflenseite einer Epidermiszelle v. P. oceanica. Abb. 64:
Epidermiszelle v. P. oceanica. Abb. 65: Mesophyllbereich mit Idioblasten v. P. oceanica. Abb. 66:
Epidermiszellen v. S. aloides. Abb. 67: Epidermiszellen v. V. spiralis.

Tafel 14: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern: Abb. 68: Antikline Seiten d. Epidermiszellen
v. S. aloides. Abb. 69: Nebeneinander liegende Epidermiszellen v. V. spiralis. Abb. 70: Epidermis u.
Mesophyll v. V. spiralis. Abb. 71: Mesophylizellen v. V. spiralis.

Tafel 15: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern Abb. 72: Leitgewebe v. S. aloides. Abb. 73:
Leitgewebe v. V. spiralis. Abb.74: Kollaterales Leitblindel im Unterwasserblatt v. Potamogeton natans.
Abb. 75: Phloem im Leitgewebe eines Unterwasserblattes v. P. natans.

Tafel 16: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern: Abb. 76: Epidermis u. Mesophyll mit
Stegzellen im Unterwasserblatt v. P. natans. Abb. 77: Antikline Seiten der Epidermiszellen im
Unterwasserblatt v. P. natans. Abb. 78: Stegzelle d. Mesophylls im Unterwasserblatt v. P. natans

Abkiirzungen der Tafeln 12-16:

Aerenchym (Ae); Chloroplast (Chl); Cytoplasma (Cy); Epidermis (Ed); Epidermiszelle (Ez);
Geleitzelle(Gz): Idioblast (Id): Interzellulare (I1z); Lakune (L); Leitbiindel (Lb); Leitgewebe (Lg); Mesophyll
(Me); Mitochondrium (Mi); Nucleolus (N); Plasmodesmos (Pd); Phloem (Ph); Plasmamembran (Pm);
Phloemparenchym (Pp); Skerenchym (Sk); Siebréhre (Sr); Starke (St); Vakuole (V); Xylem (X); Zellkern
(ZKk); Zellwand (Zw); Zellwandprotuberanzen (Zwp);
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Tafel 13

Abb. 67
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Tafel 14

Abb. 68

Abb. 70 Abb. 71
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Tafel 15
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Tafel 16

Abb. 76 Abb. 77
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Zwischen diesen beiden Zelltypen findet man im aufReren Mesophyllbereich weitere,
noch kleinere Zellen, die in kleinen Gruppen beieinander liegen. Diese sind, zusammen
mit den anderen Zellen, durch massive Zellwénde miteinander ,verkittet” (Abb. 65).

Die groflen Mesophylizellen von S. aloides und V. spiralis enthalten nur wenige
Zellorganellen und ihre Vakuolen haben ebenfalls ein betrachtliches Volumen. Sie sind
aber deutlich seltener mit sichtbaren Vakuoleninhaltsstoffen gefullt. Bei V. spiralis findet
man bisweilen um die kleinen Leitblindel, die im Blattquerschnitt in einer aquatorialen
Ebene angeordnet sind, einige Idioblasten (Abb. 60, 71). Zur Mitte des Querschnitts hin
ist ihr Mesophyll durch grole Lakunen aufgelockert. Diese entstehen durch
einzellreihige Verbindungszellen, welche die dichteren Mesophyllbereiche miteinander
verbinden (Abb. 70).

In den Leitgeweben von P. oceanica und S. aloides sind weder Phloem noch Xylem
eindeutig zu erkennen. Die Zellen in diesen Bereichen unterscheiden sich gegenuiber
den restlichen Mesophylizellen darin, dass sie plasmareicher und extrem ineinander
verschlungen sind (Abb. 72). Bei V. spiralis kbénnen einige Siebréhren mit ihren
Geleitzellen identifiziert werden. Xylem ist aber auch hier nicht zu erkennen (Abb.73).

Der Blattaufbau des Unterwasserblattes von Potamogeton natans weicht von den oben
beschriebenen Merkmalen der anderen Wasserpflanzen deutlich ab. Auch hier liegt ein
aquifazialen Blatt vor, das jedoch weder ein eindeutiges Flachblatt noch ein Rundblatt
ist. Nach einer einschichtigen Epidermis, in der gelegentlich auch Stomata auftreten
kénnen, folgt ein gut durchliftetes Mesophyll mit relativ gro3en Lakunen, die durch
zahlreiche kleine Stege aus Mesophylizellen gebildet werden (Abb. 61). Drei Leitbiindel
liegen im Querschnitt in einer Reihe nebeneinander, wobei das zentral liegende einen
kollateralen Aufbau aufweist, mit Xylem- und Phloem-Elementen (Abb. 74). Die anderen
beiden Leitblindel, die ndher am Blattrand liegen, sind eher indifferent und weisen kein
Xylem auf (Abb. 75). Die Epidermiszellen haben eine dicke perikline AuRenwand. Die
Ubrigen Zellwénde sind deutlich dinner (Abb. 76, 77). Die zahlreichen Mitochondrien
sowie die Chloroplasten finden sich eher an den periklinen Innenseiten der
Epidermiszellen. Die Chloroplasten besitzen einige dicke Granastapel, Plastoglobuli
und gelegentlich kleine Starkekdrner (Abb. 77). Der Ubergang von der Epidermis zum
Mesophyll wird mit zahlreichen Sklerenchymzellen verstarkt (Abb. 76), ebenso liegt
rund um die Leitbindel Festigungsgewebe (Abb. 74). In den Mesophylizellen selbst
nimmt die Vakuole den gréfdten Platz ein und dréngt die Ubrigen Zellorganellen an den
Rand (Abb. 78).

3.2.1.3 Wasserpflanzen mit Blattwirteln

Eine andere Form der Blattanordnung sind die Blattwirtel. Die Blatter dieser Pflanzen
sind klein, spitz-oval bis langlich und meistens nur wenige Zellschichten dick.

Die Blatter von Elodea canadensis und E. nuttallii bestehen im Intercostalbereich aus
zwei Zellreihen, einer oberen (adaxialen) und einer unteren (abaxialen) Epidermis (Abb.
79, 80). Zu den Blattadern hin verbreitert sich der Blattquerschnitt, da um ein Leitblndel
einige Mesophyllzellen angeordnet sind (Abb. 80). Die Zellen der oberen Epidermis sind
bei beiden Arten deutlich gréRer und breiter als die Zellen der unteren Epidermis. Sie
sind an ihren antiklinen Seiten leicht ineinander verzahnt (Abb.84). Die periklinen
Aulenwédnde auf beiden Seiten des Blattes sind deutlich dicker als die Ubrigen
Zellwénde. Die kleineren Zellen der unteren Epidermis liegen mit geraden antiklinen
Zellwanden nebeneinander. Gelegentlich liegen sog. Kanalzellen dazwischen
angeordnet (Abb. 80). An den antiklinen Seitenwé&nden und periklinen AuRenwénden
der unteren Epidermiszellen treten ab und zu Wandprotuberanzen auf, an denen sich
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zahlreiche Mitochondrien und einige Chloroplasten sammeln (Abb. 84, 86). Die
Verteilung der Mitochondrien beschrankt sich jedoch nicht nur auf diesen Teil der Zelle.
Auch an den antiklinen AufRenseiten sind sie zahlreich vertreten (Abb.85). Die
Chloroplasten sind Uber das gesamte Zelllumen verstreut. In den Zellen der oberen
Epidermis lalit sich keine Anhdufung von Zellorganellen auf bestimmte Bereiche
erkennen. Die starkehaltigen Chloroplasten sind an allen Seiten der Zellen vertreten
(Abb. 84, 86). An den periklinen Innenseiten der Zellen fallt eine leichte Verzahnung
miteinander auf, an deren Kontaktstellen die Zellen durch Plasmodesmen miteinander
in Verbindung stehen (Abb. 86). An anderen Stellen haben sich mehr oder weniger
grolRe Interzellularen gebildet.

Das Unterwasserblatt von H. vulgaris besteht aus drei Zellreihen, einer oberen und
unteren Epidermis und einer Reihe aus deutlich gré3eren Mesophyllzellen (Abb. 81).
Die kleinen, langlich-ovalen bis isodiametrisch geformten Epidermiszellen enthalten
keine Chloroplasten. Eine Vakuole fullt den gréf3ten Teil des Zelllumens aus (Abb. 88).
Ihre perikline AuRenwand ist sehr méachtig, die tUbrigen Zellwadnde sind vergleichsweise
dinn. Eine dicke Cuticula liegt wellenartig auf der Auflenwand auf (Abb. 88). Zwischen
den groRen Mesophylizellen und den Epidermiszellen findet man zahlreiche, zum Tell
recht gro3e Interzellularen die miteinander in Verbindung stehen und ein
Hohlraumsystem bilden (Abb. 89). Die Mesophylizellen enthalten zahlreiche
Chloroplasten, die z.T. gréRer als die Epidermiszellen sind (Abb. 89). Auch in den
Mesophylizellen drangt eine grole Vakuole die Zellorganellen in die Randbereiche der
Zellen (Abb. 88, 89). Im Bereich der Blattadern nimmt die Anzahl der Mesophyllzellen
zu und ihre Grolie ab. Das Leitgewebe selbst besteht aus Siebréhren mit Geleitzellen,
sowie einigen weiteren plasmareichen Zellen, die Chloroplasten und Vakuolen mit
elektronendichtem Material enthalten. Ein Xylem ist nicht zu erkennen (Abb. 90).

Tafel 17: Blattquerschnitte, geférbt mit Toluidinblau. Abb. 79: E. canadensis. Abb. 80: E. nuttallii. Abb. 81:
Unterwasserblatt v. H. vulgaris. Abb. 82: Unterwasserblatt v. C. hamulata, Abb. 83: Schwimmblatt v. C.
hamulata.

Tafel 18: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern. Abb. 84: Blattiibersicht v. E. canadensis.
Abb. 85: Perikline Auenseite einer abaxialen Epidermiszelle v. E. canadensis. Abb. 86: Abaxiale und
adaxiale Epidermiszellen von E. canadensis. Abb. 87: Perikline Aullenseite einer adaxialen
Epidermiszelle v. E. nuttallii.

Tafel 19: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern. Abb. 88: Epidermiszellen u. Mesophylizelle
an der Blattkante v. H. vulgaris. Abb. 89: Blattquerschnitt v. H. vulgaris. Abb. 90: Leitgewebe im Blatt v. H.
vulgaris. Abb. 91: Perikline AuRRenseite einer Epidermiszelle eines Unterwasserblattes v. C. hamulata.

Tafel 20: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern. Abb. 92: Mesophylizellen im
Unterwasserblatt v. C. hamulata. Abb. 93: Leitgewebe im Schwimmblattes v. C. hamulata. Abb. 94:
Epidermis- u. Mesophylizellen im Schwimmblatt v. C. hamulata

Abkiirzungen der Tafeln 17-20:

Chloroplast (Chl); Cuticula (Cu); Cytoplasma (Cy); Driisenzelle (Dz); Epidermiszelle (Ez); Geleitzelle (Gz);
Interzellulare (Iz); Kanalzellen (Kaz); Leitbiindel (Lb); Mesophyll (Me); Mitochondrium (Mi); Mesophyllzelle
(Mz); Obere Epidermis (OEd); Plastoglobuli (P); Plasmodesmen (Pd); Plasmamembran (Pm); Phloemparenchym
(Pp); Siebrohre (Sr); Stirke (St); Transferstruktur (Ts); Untere Epidermis (UEd); Vakuole (V); Zellkern (Zk);
Zellwand (Zw);
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Tafel 17

Abb. 79 Abb. 80

Abb. 81 Abb. 82

Abb. 83
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Tafel 18

Abb. 85

Abb. 87
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Tafel 19
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Tafel 20

Abb.94
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Das Unterwasserblatt von C. hamulata ist aus einer oberen und unteren Epidermis
aufgebaut, mit einem dazwischenliegenden 3-5 schichtigen Mesophyll mit zahlreichen
kleinen Interzellularen (Abb. 82). Die Epidermiszellen sind etwas kleiner als die
Mesophyllzellen, haben eine rundliche bis quadratische Form und sind an der
Aulenseite leicht nach Aul3en gebogen. Die duReren Zellwénde sind etwas dicker als
die Gbrigen und haben eine eine diinne Cuticula aufliegen (Abb. 91). Meistens enthalten
sie linsenférmige Chloroplasten mit weniger dicken Granastapeln und zahlreichen
Plastoglobuli. Die Zellen des Mesophylls sind an einigen Stellen miteinander ,verzahnt".
In solchen ,Fingern“ finden sich haufig Ansammlungen von Mitochondrien und
Chloroplasten, ihr Vorkommen beschrénkt sich jedoch nicht allein auf solche Bereiche
(Abb. 92). Die Chloroplasten des Mesophylls enthalten keine Plastoglobuli. Das
Leitgewebe besteht aus einigen plasmareichen Zellen, die reich an Mitochondrien sind,
sowie aus einigen Siebréhren und Geleitzellen (Abb. 93).

Das Schwimmblatt des Wassersterns C. hamulata ist ahnlich aufgebaut wie das
Unterwasserblatt. Es sitzt rosettenartig am Ende des Sprosses und treibt auf dem
Wasser. Die Zellen des Mesophylls sind etwas kleiner und kompakter als beim
Unterwasserblatt. Es treten Drisenkdpfchen und Stomata in der oberen Epidermis auf
und die Interzellularen im Mesophyll sind etwas gréRer als im Unterwasserblatt (Abb.
83). Das Vorkommen von Chloroplasten beschrankt sich auf das Mesophyll (Abb. 94).

3.2.1.4 Wasserpflanzen mit ,,normalen Laubblattern*

Bei einer vierten Gruppe von Wasserpflanzen haben die Blatter das Aussehen von
,normalen Laubblattern“. Die ovalen bis lanzettlich spitzen Blatter sitzen mit einem
Blattstiel (P. lucens) oder mit dem Blattgrund direkt (P. perfoliatus) am Pflanzenstangel.

Die Laminae von P. lucens und P. perfoliatus sind im Intercostalbereich dreischichtig
aufgebaut. Wahrend bei P. lucens die Zellen der adaxialen (oberen) und abaxialen
(unteren) Epidermis etwa gleich grol3 erscheinen, sind die Zellen der adaxialen
Epidermis bei P. perfoliatus deutlich grof3er als die der abaxialen Epidermis (Abb. 95,
97). Die periklinen AuRenwédnde der Epidermiszellen sind deutlich kraftiger als die
Ubrigen Zellwande. Ein Unterschied in der Wanddicke von Ober- und Unterseite ist nicht
zu erkennen. Die Epidermiszellen selbst sind bei P. lucens etwa dreimal so lang wie
breit, die Mesophyllzellen sind etwa doppelt so lang wie breit (Abb. 100). Die Zellen von
P. perfoliatus haben eher eine isodiametrisch bis rechteckige Form. lhre
Mesophylizellen liegen in vielfaltigen Formen zwischen den beiden Abschlussgeweben
und sind haufig ineinander verzahnt (Abb. 101, 102). Diese Verzahnung findet sich
auch bei den Mesophylizellen von P. lucens (Abb 103). Wahrend die Chloroplasten in
allen Zellen beider Arten gleichmé&Rig verteilt sind und keine signifikanten Unterschiede
zwischen ihnen auffallen, tritt die Verteilung der Mitochondrien an bestimmten Stellen
gehéauft auf. Bei beiden Pflanzen finden sich zahlreiche Mitochondrien in den
fingerartigen Fortsatzen der Verzahnungen der Mesophylizellen (Abb. 102, 104).
Ebenso findet man sie an den periklinen Innenseiten der abaxialen Epidermiszellen von
P. lucens. Die Zellen der adaxialen Epidermis stehen haufig durch Plasmodesmen mit
den Mesophylizellen in Verbindung. In diesen Bereichen sind nur wenige Mitochondrien
zu finden (Abb. 103, 104). In der Umgebung der Leitbiindel ist das Mesophyll bei beiden
Laichkrdutern mehrschichtig. Auf der zur Blattunterseite (abaxialen Seite) gerichteten
Seite wird das Leitbindel durch mehrere groRe Sklerenchymzellen gestitzt (Abb.105,
107). Daran grenzt sich das Phloem mit seinen Siebréhren und Geleitzellen an. Es ist in
plasmareiches Phloemparenchym eingebettet. In Richtung Blattoberseite (adaxiale
Seite) schlieRen sich einige Tracheiden an, die ebenfalls von plasmareichen Zellen
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umgeben sind (Abb. 106). Im Bereich der kleineren Leitblindel, am Rand der
Blattspreite, oder zur Blattspitze hin, finden sich keine Xylemelemente mehr.

Das epistomatische Schwimmblatt von P. natans hat einen bifazialen Blattaufbau. Nach
einer oberen Epidermis, die mit zahlreichen Stomata besetzt ist, folgt ein ,luftiges®, nicht
zu dicht gepacktes, Palisadenparenchym, das aus 2-3 Zellreihen besteht (Abb. 99).
Daran schlief3t sich ein weitlumiges Schwammparenchym an, in welchem die
Blattleitbtindel liegen. Den Abschluss bildet die untere Epidermis (Abb.99). Die dulReren
Zellwande der oberen Epidermiszellen sind etwas dicker als die Ubrigen Seiten und
haben eine diinne Cuticula aufliegen (Abb. 108). Die periklinen AulRenzellwande der
adaxialen Epidermiszellen sind wesentlich dicker als die der abaxialen Epidermiszellen
(Abb. 109). Die Zellen des Palisadenparenchyms weisen an einigen Stellen
Zellwandauflagerungen auf. Viele dieser Zellen sind durch eine Zellwandmatrix
miteinander verbunden (Abb. 108). Alle Zellen des Schwimmblattes enthalten
Chloroplasten, auch die der beiden Epidermen. Die Chloroplasten in der adaxialen
Epidermis enthalten nur wenige dinne Granastapel, im Gegensatz zu denen in der
unteren Epidermis. Hier findet sich auch Starkekéren in den Chloroplasten. Bei den
Leitgeweben handelt es sich um kollaterale Leitbindel. Sie liegen im
Schwammparenchym und werden dort durch einige kreisférmig angeordnete
Sklerenchymzellen gestitzt. Das Phloem, mit seinen Siebréhren und Geleitzellen, liegt
zur Blattunterseite hin gerichtet, das, Xylem zeigt zur Blattoberseite (Abb. 110, 111).

Tafel 21: Blattquerschnitte, mit Tquidi_anau gefarbt. Abb. 95: Ubersicht v. P. lucens. Abb. 96: Costaler
Blattbereich v. P. lucens. Abb. 97: Ubersicht v. P. perfoliatus. Abb. 98: Costaler Blattbereich v. P.
perfoliatus. Abb. 99: Schwimmblatt v. P. natans.

Tafel 22: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern. Abb. 100: Blattaufbau v. P. lucens. Abb. 101:
Blattaufbau v. P. perfoliatus. Abb. 102: Antikline Seiten v. Mesophylizellen bei P. perfoliatus. Abb. 103:
Epidermis- u Mesophyllizellen v. P. lucens.

Tafel 23: Elektronenmikroskopische Aufnahmen v. Blattern. Abb. 104: Verzahnung der antiklinen Seiten
einer Mesophylizelle in der Nachbarschaft einer adaxialen Epidermiszelle v. P. lucens. Abb. 105:
Blattleitbiindel v. P. lucens Abb. 106: Blattleitblindel v. P. lucens zur adaxialen Blattseite gerichtet. Abb.
107: Blattleitbiindel v. P. perfoliatus zur abaxialen Blattseite gerichtet.

Tafel 24: Elektronenmikroskopische Aufnahmen eines Schwimmblattes v. P. natans. Abb. 108: Obere
Epidermis u. Palisadenparenchym. Abb. 109: Untere Epidermis u. Schwammparenchym. Abb. 110:
Kollaterales Leitbindel. Abb. 111: Detail des Phloems im Leitgewebe.

Abkiirzungen der Tafeln 21-24:

Chloroplast (Chl); Cytoplasma (Cy); Epidermiszelle (Ez); Endoplasmatisches Retikulum (ER); Geleitzelle (Gz);
Interzellulare (Iz); Kanalzellen (Kaz); Leitbiindel (Lb); Mesophyll (Me); Mitochondrium (Mi); Mesophyllzelle
(Mz); Obere Epidermis (OEd); Obere Epidermiszelle (Oez); Plastoglobuli (P); Palisadenparenchym (Pal);
Plasmodesmen (Pd); Phloemparenchym (Pp); Palisadenparenchymzelle (Pz); Sklerenchymzellen (Sk); Stoma (So);
Siebréhre (Sr); Schwammparenchym (Sw); Schwammparenchymzelle (Sz); Tracheide (T); Untere Epidermis (UEd);
Untere Epidermiszelle (Uez); Vakuole (V); Xylem (X); Zellkern (Zk); Zellwand (Zw);
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Tafel 21

Abb. 95 Abb. 96

Abb 97 Abb. 98

Abb. 99
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Tafel 22

Abb. 101

2

Abb. 102 Abb. 103
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Tafel 23

Abb. 104

g

106 Abb. 107
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Tafel 24

Abb. 110
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3.2.2 Die Stingel der Wasserpflanzen

Die Sténgel der hier untersuchten Hydrophyten sind radiar symmetrisch aufgebaut, mit
Ausnahme des von C. caroliniana. Dieser weist einen dreikantigen Querschnitt auf
(Abb.112).

Den deutlich kleineren Zellen der Epidermis folgen median eine Reihe aus dicht
aneinander liegenden Parenchymzellen, die den &uferen Cortex des Aerenchyms
bilden (Abb. 117). Anschliel3end folgt bei den Myriophyllum-, Potamogeton- und Elodea-
Arten sowie bei H. vulgaris der mittlere Cortex, dessen grof3e oval erscheinende
Lakunen durch ein Netz aus hintereinander liegenden Parenchymzellen gebildet
werden (Abb. 117, 121, 122). Um den Zentralzylinder herum, werden diese Lakunen
wieder kleiner, und dichter beieinander stehende Parenchymzellen bilden den inneren
Cortex (Abb. 113). Bei R. penicillatus, C. demersum und C. hamulata finden sich keine
grollen Lakunen im Stangelquerschnitt. Hier wird das Rindenparenchym durch eine
Vielzahl kleinerer Interzellularen aufgelockert, die zur Mitte hin gréf3er werden (Abb.
118, 119, 120). Bei R. penicillatus findet sich kein zentrales Leitblndel. Die kleineren
kollateralen Leitbindel liegen, kreisformig angeordnet, im d&ufderen Drittel des
Rindenparenchyms (Abb. 120). In der Mitte befindet sich eine Markhéhle. Die
Zentralzylinder in den Sténgeln der anderen Wasserpflanzen sind durch eine, meist
primare Endodermis vom Parenchym getrennt. Gelegentlich kénnen auch sekundéare
Wandauflagerungen vorkommen (Abb. 114). Die Leitblindel sind konzentrisch, mit
Innenxylem und AufRenphloem (Abb. 113, 116) organisiert, in den Stangeln von P.
natans zeigt sich ein tetrarcher konzentrischer Aufbau (Abb. 114).

Der dreieckige Stangel von C. caroliniana ist anders organisiert. Das Rindenparenchym
ist lediglich von kleinen Interzellularen durchsetzt. In der Mitte des Querschnitts befindet
sich eine grol3e, dreieckige Markhéhle, mit der sie in Verbindung stehen. In den drei
Ecken des Stangels liegt im Rindenparenchym je ein kollaterales Leitbtindel (Abb. 112).

Auf den dicken periklinen AuRenwdnden der Epidermiszellen ist meist eine Cuticula
aufgelagert, die bei den verschiedenen Arten unterschiedlich machtig sein kann (Abb.
123, 124). Die Zellen enthalten neben den Ublichen Zellorganellen auch Chloroplasten.
Ein Anh&ufung von Zellorganellen, insbesondere Chloroplasten und Mitochondrien, an
bestimmten Stellen in den Zellen ist jedoch nicht zu erkennen. Meist liegen sie an den
antiklinen Seitenwé&nden. Auch Wandprotuberanzen an den antiklinen Wanden der
Epidermiszellen, wie sie in einigen Blattern zu finden sind, treten hier nicht in
Erscheinung. Die Chloroplasten kénnen unterschiedliche Mengen an Assimilations-
starke enthalten. Bei E. nuttallii (Abb. 126), M. aquaticum (Abb. 129), C. caroliniana
(Abb. 130), und den Parenchym-Chloroplasten von P. perfoliatus (Abb. 127) fullen sie
grol3e Bereiche des Chloroplasten aus. Bei anderen Pflanzen findet man nur kleine
Starkekdrner in den Plastiden, wie z.B. bei R. penicillatus (Abb. 128) und in den
Epidermis-Chloroplasten von P. perfoliatus (Abb. 125).

3.2.3 Die Wurzeln der Wasserpflanzen

Der Bau der Hydrophytenwurzeln wurde von von Guttenberg (1968) ausfihrlich
beschrieben, so dass an dieser Stelle nur kurz darauf eingegangen werden muf3. Die
radiar aufgebauten Wurzeln sind von einer einschichtigen Rhizodermis umgeben, deren
Zellen meist deutlich kleiner als die Rindenparenchymzellen sind (Abb. 133, 136). Bei
héheren VergréBerungen zeigt sich eine z.T. recht eigenwilige Form der
Rhizodermiszellen (Abb. 145, 146). Sie sind plasmareich und kénnen eine dichte
Verteilung von endoplasmatischem Retikulum aufweisen (Abb. 147), aber sie enthalten
in aller Regel keine Chloroplasten. Unmittelbar nach der Rhizodermis folgt eine
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einschichtige Hypodermis. lhre Zellen unterscheiden sich deutlich in Gré3e und Form
von den nachfolgenden Rindenparenchymzellen (Abb. 133, 134, 145).

Bei M. aquaticum besteht die Hypodermis aus schmalen, améboid aussehenden Zellen,
deren Vakuolen mit elektronendichtem Material gefillt sind (Abb. 148).

Tafel 25: Stangelquerschnitte mit Toluidinblau gefarbt. Abb. 112: Stangelausschnitt mit kollateralem
Leitblindel von C. caroliniana. Abb. 113: Innerer Cortex und Zentralzylinder mit konzentrischem
Leitbundel von M. spicatum. Abb. 114: Innerer Cortex und Zentralzylinder mit tetrarchem Leitblindel von
P. natans. Abb. 115: Zentralzylinder mit Leitgewebe von E. nuttallii. Abb. 116: Innerer Cortex und
Zentralzylinder mit konzentrischem Leitbiindel mit Innenxylem von H. vulgaris. Abb. 117: AuBerer Cortex
und Aerenchym von M. spicatum.

Tafel 26: Stangelquerschnitte mit Toluidinblau geférbt. Abb. 118: Stangelquerschnitt von C. demersum.
Abb. 119: Stangelquerschnitt von C. hamulata. Abb. 120: Rindenparenchym mit kollateralem Leitbundel
von R. penicillatus. Abb. 121: Aerenchym von P. natans. Abb. 122: Aerenchym von H. vulgaris.

Tafel 27: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von Sténgeln. Abb. 123: Perikline duRere Zellwand von
R. penicillatus. Abb. 124: Perikline Aufienwand von Epidermiszellen von P. perfoliatus. Abb. 125:
Chloroplasten an den antiklinen Seiten d. Epidermiszellen von P. perfoliatus. Abb. 126: Chloroplasten in
der Epidermis von E. nuttallii.

Tafel 28: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von Stangeln. Abb. 127: Chloroplast einer
Rindenparenchymzelle von P. perfoliatus. Abb. 128: Chloroplast einer Rindenparenchymzelle von R.
penicillatus. Abb. 129: Rindenparenchymzellen mit Chloroplasten von M. aquaticum. Abb. 130:
Chloroplast einer Rindenparenchymzelle von C. caroliniana.

Tafel 29: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von Sténgeln. Abb. 131: Epidermis- und
Rindenparenchymzellen von H. vulgaris. Abb. 132 Perikline und antikline Zellwadnde von M. aquaticum.

Tafel 30: Wurzelquerschnitte, mit Toluidinblau geférbt. Abb. 133: Ubersicht von M. aquaticum. Abb. 134:
Ubersicht von M. spicatum. Abb. 135: Ubersicht von P. perfoliatus. Abb. 136: AuRerer Bereich von P.
oceanica. Abb. 137: AuRerer Bereich von S. aloides. Abb. 138: Zentralzylinder mit tetrarchem Leitbiindel
von M. aquaticum.

Tafel 31: Wurzelquerschnitte, mit Toluidinblau gefarbt. Abb. 139: Ubersicht von C. caroliniana. Abb. 140:
Innerer Cortex mit Leitbliindel von S. aloides. Abb. 141: Innerer Cortex mit konzentrischem Leitbiindel von
P. oceanica. Abb. 142: Ubersicht von P. lucens. Abb. 143: Ubersicht von H. vulgaris. Abb. 144: AuRerer
Cortex von R. penicillatus.

Tafel 32: Elektronenmikroskopische Aufnahmen der Wurzel. Abb. 145: Rhizodermis von C. caroliniana.
Abb. 146: Rhizodermis von R. penicillatus. Abb. 147: Rhizodermis von P. perfoliatus.

Tafel 33: Elektronenmikroskopische Aufnahmen der Wurzel Abb. 148: Rhizodermis und Rindenparen-
chym von M. aquaticum. Abb. 149: Amyloplasten in Rindenparenchymzellen von C. caroliniana. Abb.
150: Chloroplasten in Rindenparenchymzellen von M. spicatum.

Tafel 34: Elektronenmikroskopische Aufnahmen der Wurzel. Abb. 151: Chloroplasten im Rindenparen-
chym von P. perfoliatus. Abb. 152: Zentralzylinder mit konzentrischem Leitbiindel mit Innenxylem von M.
spicatum. Abb. 153: Zellen des zentralen Leitsystems von V. spiralis.

Abkiirzungen der Tafeln 25-34:

Aussenseite (A); AuRerer Cortex (AC); Aerenchym (Ae); Amyloplast (Am); Chloroplast (Chl); Cuticula
(Cu); Cytoplasma (Cy); Dictyosom (Di); Drisenzellen (Dz); Epidermis (Ed); Endodermis (En);
Endoplasmatisches Retikulum (ER); Epidermiszelle (Ez); Exodermis (Ex); Granathylakoid (GT);
Hypodermis (Hd); Innerer Cortex (IC); Idioblast (Id); Interzellulare (Iz); Lakune (L); Leitbindel (Lb);
Markhéhle (Mh); Mesophyll (Me); Mitochondrium (Mi); Plastoglobuli (P); Parenchym (Pa); Plasmodesmos
(Pd); Perizykel (Pz); Phloem (Ph); Plasmamembran (Pm); Rhizodermis (Rh); Rhizodermiszelle (Rhz);
Rindenparenchym (Rp); Rindenparenchymzelle (Rpz); Skerenchym (Sk); Starke (St); Tonoplast (To);
Vakuole (V); Wandprotuberanz (Wp); Xylem (X); Zellkern (Zk); Zellwand (Zw); Zentralzylinder (Zz);
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Tafel 25

Abb. 117
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Tafel 26

Abb. 119

Abb. 118

Abb. 121

Abb. 120

Abb. 122
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Tafel 27

Abb. 125 Abb. 126
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Tafel 28

Abb. 130
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Tafel 29

Abb. 131 Abb. 132
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Tafel 30

AbD. 134

Abb. 133

Abb. 136

Abb. 135

Abb. 138

Abb. 137
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Tafel 31

Abb. 140

Abb. 139

Abb. 142

Abb. 141

Abb. 144

Abb. 143
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Tafel 32
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Abb. 147
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Abb. 150

Tafel 33
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Tafel 34

Abb. 153
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Die isodiametrischen Rindenparenchymzellen sind entweder versetzt zueinander
angeordnet (Abb. 134), oder liegen in Reihen strukturiert vor (Abb. 135). Bei Stratiotes
aloides treten beide Formen auf. Im dufReren Rindenbereich sind die Zellen zunachst
versetzt angeordnet, so dass nur kleine Interzellularen auftreten. Vereinzelt sind Zellen
eines Kantenkollenchyms eingestreut. Weiter zur Querschnittmitte hin reihen sich die
Parenchymzellen hintereinander an und bilden so grdfRere Lakunen aus. Um den
Zentralzylinder herum verdichten sie sich wieder (Abb. 137). Die Zellen des
Rindenparenchyms kdnnen neben Amyloplasten (Abb. 149) auch Chloroplasten
enthalten (Abb. 150, 151). Eine primdre oder sekundare Endodermis trennt den
Zentralzylinder von der Rinde (Abb. 134, 138, 139). Das ,Leitsystem® der Wurzeln
(Jurzitza, 1987) ist radiar gebaut, mit einem sternférmig angeordneten Xylem und einem
Phloem, das in dessen Buchten liegt. Meist handelt es sich um tetrarche Strédnge (Abb.
138, 140). Andere Leitsysteme haben einen konzentrischen Aufbau, mit Innenxylem
und Aufenphloem (Abb. 141) und wiederum andere =zeigen keine eindeutige
Strukturierung (Abb. 152). Oftmals ist nur eine kleine Markh&hle zu erkennen (Abb. 142,
143, 144). Der Aufbau des Leitsystems bei Vallisneria spiralis unterscheidet sich etwas
von dem der anderen Arten. Um eine kleine Markhdhle liegen mehrere konzentrische
Kreise aus Rindenparenchymzellen und nach Napp-Zinn (1984) auch einige Zellen des
Phloems. Tracheiden sind nicht zu erkennen (Abb. 153).
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3.3 Immunlokalisation der PM-H*-ATPase

3.3.1 Fluoreszenzmikroskopie

Mit Hilfe eines monoklonalen Antikérpers und des Fluorochroms FITC wurde die PM-
H*-ATPase in den Blattern, Stangeln und Wurzeln unterschiedlicher Hydrophyten mit
Hilfe des Konfokalen-Laser-Scanning-Mikroskops (CLSM) lokalisiert.

3.3.1.1 Lokalisation der FITC-Fluoreszenz in Blattern von Hydrophyten

Die Lokalisation der PM-H'-ATPase in den Blattern der Wasserpflanzen war in
unterschiedlichen Blattgeweben erfolgreich. Oftmals fand sich eine Markierung nur in
den Epidermiszellen. Bei anderen Blattern konnten neben der FITC-Fluoreszenz in der
Epidermis auch im Mesophyll Markierungen beobachtet werden. In einer dritten Gruppe
von Pflanzenblattern waren lediglich einige Zellen der zentralen Leitbindel mit FITC
markiert. Viele der untersuchten Pflanzen zeigten jedoch Uberhaupt keine FITC-
Fluoreszenz.

3.3.1.1.1 Aligemeiner Uberblick

Die folgende Tabelle (8) gibt zun&chst einen Uberblick tiber die untersuchten Pflanzen
und das Auftreten einer FITC-Fluoreszenz. Dabei wurden mit Hilfe einer Literatur-
Recherche, soweit dies méglich war, die HCOs-Nutzer bei Wasserpflanzen ermittelt
und den Ergebnissen der FITC-Fluoreszenzmarkierung zugeordnet. Die hervorgehobe-
nen Pflanzenarten wurden in weiteren Versuchen eingesetzt (siehe 2.1.2).

Tabelle 8: Immunfluoreszenz-Markierung mit FITC in den Blattern von Wasserpflanzen

Pflanze Fluoreszenz | HCO;-Nutzer Literaturstelle

Aponogeton distachios ja

Bacoba japonica nein

Cabomba caroliniana ja

Callitriche hamulata nein

Ceratophyllum ja ja van Haller & Bows, 1976

demersum

Ceratophyllum ja ja

submersum

Crypotcoryne becketti nein

Elodea canadensis ja ja Marberly & Spence,
1983
Prins et al., 1980, 1982

Elodea nuttalii ja ja

Fontinalis antipyretica nein nein Bain & Procter, 1980
Marberly & Spence, 1983

Hippuris vulgaris T/S nein/nein nein Marberly & Spence,
1983

Hottonia inlata nein

Isoetes setacea nein
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Fortsetzung Tabelle 8: Immunfluoreszenz-Markierung mit FITC in den Blattern von Wasserpflanzen
Pflanze Fluoreszenz | HCO;-Nutzer Literaturstelle
Lobelia dortmanna nein nein Spence & Marberly, 1985
Ludwigia perennis nein
Mentha aquatica nein
Microsorum pteropus nein
Myriophyllum aquaticum |ja im LB nein Prins et al., 1982
Myriophyllum spicatum |ja ja Marberly & Spence,
1983
Prins et al., 1980,1982
Myriophyllum jaimLB nein Prins et al., 1982
verticillatum
Najas mariana nein
Oeanthe aquatica nein
Posidonia oceanica ja ja Invers et al. 1999
Potamogeton lucens ja ja Prins et al., 1980, 1982
Potamogeton natans T/S |ja/jaim LB |ja
Potamogeton perfoliatus | ja ja Kadono, 1980
Marberly & Spence,
1983
Ranunculus penicillatus |ja ja Newman & Raven, 1999
Rotala rofundifolia nein
Stratiotes aloides ja ja Prins & DeGuia, 1986
Utricularia vulgaris nein nein Marberly & Spence, 1983
Vallisneria spiralis ja ja Steeman-Nielsen, 1947
Prins et al., 1980

(T: Tauchblatt; S: Schwimmblatt; LB: Leitbindel)

3.3.1.1.2 FITC-Fluoreszenz in den Epidermiszellen von Blattern

Bei den Blattern der beiden Wasserpestarten E. canadensis (Abb. 154a) und E. nuttallii
(Abb. 155a) waren in den Zellen der abaxialen (unteren) Epidermis deutliche FITC-
Markierungen in medial gelegenen Bereichen direkt an den Zellwanden zu erkennen.
Leichte Plasmolyseerscheinungen an den Zellen zeigten, dass die FITC-Markierungen
am Plasmalemma lokalisiert sein mussen. Wéhrend bei E. canadensis alle Seiten der
abaxialen Epidermiszellen und die periklinen Innenseiten der adaxialen Epidermiszellen
intensiv griin fluoreszierten, leuchteten bei E. nuttallii die periklinen Innenseiten der
Zellen beider Epidermen deutlich starker (Abb. 155a). Oft war in den Zellen der
adaxialen Epidermis aber auch keine Fluoreszenz zu erkennen. Auch in dem kleinen
Leitbundel in der Mitte des Blattes zeigte sich keine Fluoreszenz.

Bei den &quifazialen Flachblattern von Stratiotes aloides, Vallisneria spiralis und
Posidonia oceanica fand sich eine FITC-Fluoreszenz in allen Zellen der Epidermis (Abb.
156a, 157a, 158a). Die Intensitidten der Markierungen waren dabei deutlich
unterschiedlich verteilt. Die periklinen Innenseiten der Epidermiszellen leuchteten kréaftig
grin, wahrend an den periklinen Aullenseiten wenig oder keine Markierung zu
erkennen war. An den antiklinen Seiten der Zellen fand sich eine geringe Fluoreszenz,
die von innen nach auf3en hin abnahm.
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In den Leitblindeln von S. aloides und V. spiralis konnte keine Markierung festgestellt
werden, wahrend bei P. oceanica eine eindeutige Fluoreszenz in einzelnen Zellen des
Leitgewebes zu erkennen war. Ein Vergleich mit der Kontrolle (Abb. 158c) zeigt, dal} es
sich dabei nicht um Primarfluoreszenzen handelte, sondern um eine FITC-Fluoreszenz.

In den Fiederblattern von C. demersum (Abb. 159a) und dem Unterwasserblatt von P.
natans (Abb. 160a) waren nur in den Epidermiszellen FITC-Markierungen zu finden.
Auch hier fiel eine unterschiedliche Intensitdt der FITC-Fluoreszenz auf. An den
periklinen Innenseiten der Zellen war sie deutlich starker, als an den antiklinen Seiten.
Im den Mesophyllzellen sowie den Leitbindeln waren keine Markierungen zu
lokalisieren. In den Schwimmblattern von P. natans konnte eine leichte FITC-
Fluoreszenz in den Epidermiszellen der Blattunterseite registriert werden (Abb. 161a).
Die Grunfluoreszenz in den Sklerenchymzellen, die das Leitbiindel umgeben, beruhten
dagegen auf einer Primarfluoreszenz der verdickten Zellwénde. Sie war auch in der
Kontrolle zu finden (161c).

In den &quifazialen Rundblétter von R. penicillatus (Abb. 162a) und C. caroliniana (Abb.
163a) waren ebenfalls alle Epidermiszellen markiert. An den periklinen Innenseiten,
zum Mesophyll hin, fluoreszierten sie dabei deutlich starker als an den antiklinen Seiten
der Zellen. An der periklinen Aul3enseite war die Fluoreszenz schwacher oder fehlte
ganz.

3.3.1.1.3 FITC-Fluoreszenz in Epidermis- und Mesophyllzellen von Blattern

Bei einigen der untersuchten Pflanzenarten beschréankte sich die FITC-Fluoreszenz
nicht nur auf die Zellen der Epidermis, sondern war auch in den Mesophyllzellen direkt
darunter zu beobachten. In den aquifazialen Fiederblattchen von M. spicatum trat eine
FITC-Fluoreszenz sowohl in den Epidermiszellen, als auch in den darunter liegenden
Mesophyllzellen auf (Abb. 164a-c, 267). Auch in dem kleinen zentralen Leitblndel
zeigten einige Zellen eine eindeutige Markierung. In den Flachblatter von P. perfoliatus
und P. lucens konnte in den intercostalen Bereichen eine ausgepragte FITC-
Fluoreszenz in den Mesophylizellen. (Abb. 165a-c, 166a-c) beobachtet werden.
Wahrend sie sich bei P. perfoliatus allein auf die Mesophyllzellen des Blattes
beschrankte, zeigt sie sich bei P. lucens haufig auch an den periklinen Innenseiten der
unteren Epidermiszellen.

Fluoreszenzmikroskopischer Nachweis der PM H'-ATPase in Blattern (a: Versuch, b: Differenzial-
interferenzkontrast, c: Kontrolle)

Tafel 35: Abb. 154a-c: E. canadensis. Abb. 155a-c: E. nuttallii.

Tafel 36: Abb. 156a-c: S. aloides. Abb. 157a-c: V. spiralis.

Tafel 37:Abb. 158a-c: P. oceanica. Abb. 159a-c: C. demersum.

Tafel 38: Abb. 160a-c: Unterwasserblatt v. P. natans,. Abb. 161a-c: P. natans, Schwimmblatt

Tafel 39: Abb. 162a-c: R. penicillatus. Abb. 163a-c: C. caroliniana.

Tafel 40: Abb. 164a-c: M. spicatum. Abb. 165a-c: P. perfoliatus

Tafel 41: Abb. 166a-c: P. lucens (Fixierung im Sommer). Abb. 167: P. lucens (Fixierung im Frihjahr).
Abb. 168: P. lucens (Fixierung im Sommer). Abb. 169: P. lucens (Fixierung im Herbst)

Tafel 42: Abb. 170a-c: M. verticillatum. Abb. 171a-c. M. aquaticum

Tafel 43: Abb. 172a-c: H. vulgaris. Abb. 173a-c: C. hamulata, Unterwasserblatt

Abkiirzungen der Tafeln 35-43:

Aerenchym (Ae); Epidermis (Ed): Epidermiszelle (Ez): Lakune (L): Leitbindel (Lb): Mesophyll (Me):

Obere Epidermis (O Ed): Plaisadenparenchym (Pal): Phloem (Ph): Schwammparenchym (Sw): Untere

Epidermis (U Ed): Xylem (X):
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Tafel 38
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Tafel 39
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Tafel 42
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Tafel 43
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Gelegentlich blieb diese Markierung der unteren Epidermiszellen auch aus. Eine
Abhangigkeit dieser PM-H*-ATPase Lokalisation von der Jahreszeit konnte nicht
nachgewiesen werden (Abb. 166a, 167-169). In den costalen Bereichen der Blatter
beider Arten zeigte das dort mehrschichtige Mesophyll in allen Zellen eine FITC-
Markierung auf. Sowohl in den Haupt- als auch in den Neben-Leitbiindeln war jedoch
keine Fluoreszenz zu finden.

3.3.1.1.4 Lokalisation der FITC-Fluoreszenz in den Leitbilindeln von Blattern

Im Gegensatz zu M. spicatum konnten in den anderen beiden Tausendblattarten M.
verticillatum und M. aquaticum keine Markierungen in der Epidermis oder im Mesophyll
beobachtet werden. Eine eindeutige FITC-Fluoreszenz war lediglich in den Zellen der
kleinen zentralen Leitbindel zu finden (Abb. 170a-c, 171a-c). Welche Zellen genau
markiert wurden, konnte mit dieser Methode nicht festgestellt werden (vgl. 3.3.2.2).
Auch in den Unterwasserblattern von H. vulgaris fand sich keine Fluoreszenz in den
Epidermis- und Mesophylizellen, die auf einer FITC-Markierung beruhten (Abb. 172a-c).
Hier wurde eine geringe Markierung in dem kleinen zentralen Leitbliindel festgestellt.
Die randsténdigen Leitgewebe zeigten jedoch keine Fluoreszenz.

3.3.1.1.5 Blatter ohne FITC-Fluoreszenz

In vielen Blattern der untersuchten Pflanzen waren keine Markierungen mit dem
verwendeten Antikdrper gegen die PM-H'-ATPase festzustellen. Dazu zahlten z.B. die
Blatter von C. hamulata. Sowohl in den Unterwasserblattern (Abb. 173a-c) als auch in
ihren Schwimmblattern konnte keine FITC-Fluoreszenz registriert werden. Auch in den
Zellen der zahlreichen Drusen auf den Schwimmbléttern war keine Markierung zu
entdecken.

Die feinen Blatter des Wasserschlauchs Utricularia spec., sowie die derberen Blatter
von Najas mariana und Isoetes setacea zeigten ebenfalls keine FITC-Fluoreszenz in
den Blattquerschnitten. Das Gleiche galt fur die Helophyten Ludwigia perennis und
Lobelia dortmanna. Eine Gesamtibersicht ist unter 3.3.1.1.1 in Tabelle 8 zu finden.

3.3.1.2 Lokalisation der FITC-Fluoreszenz in Stangeln von Hydrophyten

Neben Blattern wurden auch Querschnitte von Stéangeln der Wasserpflanzen mit dem
Antikérper gegen die PM-H*-ATPase inkubiert und auf FITC-Fluoreszenz hin untersucht
(siehe 2.4). In vielen Sténgeln, wie E. canadensis, E. nuttallii, H. vulgaris und M.
verticillatum (Abb. 174a,b — 177a,b) fanden sich keine Markierungen, weder in den
Epidermis-, noch im Rindenparenchymzellen sowie in den Zellen der zentralen
Leitbindel. Auch bei M. aquaticum, C. caroliniana, P. perfoliatus, C. demersum und C.
hamulata war keine FITC-Fluoreszenz zu erkennen (Abb. 178a-182a). In anderen
Pflanzenstangeln dagegen, wie z.B. bei R. penicillatus, P. natans, P. lucens und M.
spicatum zeigten sich dagegen in den Leitbindeln der Stangel eindeutige FITC-
Markierungen (Abb. 183a—186a). Welche Zellen dort jedoch markiert wurden, konnte
nicht erkannt werden. In den Epidermis- und Rindenparenchymzellen waren jedoch
auch hier keine Markierungen zu beobachten.
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3.3.1.3 Lokalisation der FITC-Fluoreszenz in den Wurzeln von Hydrophyten

Auch in den meisten Wurzeln von Wasserpflanzen waren keine Markierungen einer
PM-H*-ATPase mit dem verwendeten Antikérper zu finden. In den Wurzeln von C.
caroliniana, P. oceanica, V. spiralis, E. nuttallii, P. natans und S. aloides konnte keine
FITC-Fluoreszenz (Abb. 187a-192a) entdeckt werden, weder in den Zellen der
Rhizodermis, der Exodermis, der Hypodermis noch in den Rindenparenchymzellen.
Auch im Zentralzylinder waren keine Markierung zu beobachten. Die deutlich
erkennbaren Fluoreszenzen im Randbereich des Wurzelquerschnittes und in den
Leitbundeln von P. oceanica konnten auch in der Kontrolle entdeckt werden, so dass es
sich hier um Primarfluoreszenzen handelte und nicht um eine FITC-Fluoreszenz (188b).

Bei einigen Pflanzen konnten in den Zentralzylindern der Wurzeln FITC-Markierungen
gefunden werden. Dies war z.B. bei M. spicatum und E. canadensis der Fall (Abb.
193a, 194a), ebenso wie bei P. lucens, P. perfoliatus und R. penicillatus (Abb. 193a-
197a). Auch bei diesen Pflanzen fanden sich jedoch keine FITC-Markierungen in den
Rhizodermis-, Exodermis-, Hypodermis und Rindenparenchymzellen.

Bei Untersuchungen der Wourzelspitzen von R. penicillatus zeigten sich FITC-
Markierungen in den meristematischen Zellen (Abb. 198, 199).

Fluoreszenzmikroskopischer Nachweis der PM-H™-ATPase in Stangeln und Wurzeln (a: Versuch. b:
Kontrolle)

Tafel 44:. Abb. 174a-b:Sténgel v. E. canadensis. Abb. 175a-b: Sténgel v. E. nuttallii. Abb. 176a-b:
Stangel v. H. vulgaris.

Tafel 45: Abb. 177a-b: Stangel v. M. verticillatum. Abb. 178a-b: Stangel v. M. aquaticum. Abb. 179a-b:
Sténgel v. C. caroliniana.

Tafel 46: Abb. 180a-b: Stangel v. P. perfoliatus. Abb. 181a-b: Stangel v. C. demersum. Abb. 182a-b:
Sténgel v. . hamulata.

Tafel 47: Abb. 183a-b: Sténgel v. R. penicillatus. Abb. 184a-b: Zentralzylinder im Stangel v. P. natans.
Abb. 185a-b: Zentralzylinder im Stangel v. P. lucens.

Tafel 48: Abb.186a-b: Zentralzylinder im Stangel v. M. spicatum. Abb. 187a-b: Wurzel v. C. caroliniana.
Abb. 188a-b: AulRerer Cortex der Wurzel v. P. oceanica.

Tafel 49: Abb. 189a-b: Wurzel v. V. spiralis. Abb. 190a-b: Wurzel v. E. nuttallii. Abb. 191a-b: Wurzel v. P.
natans.

Tafel 50: Abb. 192a-b: Wurzel v. S. aloides. Abb. 193a-b: Wurzel v. M. spicatum. Abb. 194a-b: Wurzel v.
E. canadensis

Tafel 51: Abb. 195a-b: Wurzel v. P. lucens. Abb. 196a-b: Wurzel v. P. perfoliatus. Abb. 197a-b: Wurzel v.
R. penicillatus

Tafel 52: Abb. 198: Randbereich der Wurzelspitze v. R. penicillatus. Abb. 199: Innerer Bereich der
Wurzelspitze v. R. penicillatus

Akkiirzungen der Tafeln 44-52:
Aerenchym (Ae); Cuticula (Cu); Epidermis (Ed); Endodermis (En); Exodermis (Ex); Interzellulare (Ic);

Idioblast (Id); Kambium (K); Lakune (L); Markh&hle (Mh); Phloem (Ph); Rindenparenchym (Rp);
Rhizodermis (Rz/Rh) Sklerenchym (Sk); Xylem (X); Zentralzylinder (Zz)
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Tafel 46
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Tafel 47
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Tafel 48
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Tafel 49
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Tafel 51
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Tafel 52
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3.3.2 Elektronenmikroskopie

Die genaue Lokalisation der PM-H*-ATPase in den einzelnen Zellen der
unterschiedlichen Gewebe in Blatt, Stangel und Wurzel konnte mit Hilfe der Antigen-
Antikérper-Reaktion ermittelt werden. Schon bei den Untersuchungen mit dem CLSM
wurde deutlich, dass die Verteilung der ATPase in den einzelnen Zellen nicht homogen
war.

Fur die elektronenmikroskopische Lokalisation wurden anstelle des Fluorochroms 10nm
grole Goldpartikel, die an den sekundéren Antikdrper gebunden waren, verwendet.
Diese waren als elektronendichte Partikel deutlich auf dem Leuchtschirm des
Mikroskops zu erkennen, so dass ihre subzellulare Verteilung bei 12000-20000facher
VergréRerungen erkannt werden konnte.

3.3.21 Ermittlung der optimalen Fixierung fiir die immuncytochemische
Lokalisation

Mit Hilfe des Computer-Programms AnalySIS® (Version 3.0) wurden innerhalb einer
Flache von 23um? bei P. lucens die Anzahl und Verteilung der Goldkérner ermittelt. Die
spezifische Verteilung errechnete sich aus der Menge der Goldkdérner, die an der
Plasmamembran binden, dividiert durch die Gesamtmenge der Goldkérner in 23um?.

Tabelle 9: Spezifische Lokalisation des primdren Antikérper bei unterschiedlichen Fixierungsmethoden

Fixierung Einbettungs- | Goldkdrner in | Goldkdrner a. | Membr.Gold/
mittel 23um? (MW) |d. Membran |Ges.Goldan-
(MW) zahl
1 12,5% Glutaraldehyd Epon 0 0 0
1% OsOy4 LR-White 0 0 0
2 12,5% Glutaraldehyd Epon 0 0 0
LR-White 0 0 0
3 |2.5% Glutaraldehyd LR-White 0 0 0
1% OsOg4
Mikrowellen-Fixierung
4 |2,5% Glutaraldehyd LR-White 0 0 0
Mikrowellen-Fixierung
5 [0,1% Glutaraldehyd LR-White 36,36 15,67 0,42
2,5% Formaldehyd
6 |0,05% Glutaraldehyd |LR-White 46,5 21 0,48
3% Formaldehyd
7 |8% Formaldehyd LR-White 14 13 0,89
ohne
Erhitzen
8 | 8% Formaldehyd. LR-White 39,33 36,33 0,90
mit Erhitzen

109



3. Ergebnisse

3
S

~
o

»
S

)
&

w
S

B Ges. Gold

O Gold
Membran

Anzahle der Markierungen
N
&

)
S

1 2 3 4 5 6 7 8
Fixierungsart

Abb. 200: Anzahl der Markierungen bei verschiedenen Fixierungen

Abb. 200 zeigt die Gesamt-Goldkérnerzahl auf den Schnitten (griin) und die spezifische
Markierung direkt an der Plasmamembran (gelb) Wie daraus ersichtlich ist, war mit der
Standardfixierung fur elektronenmikroskopische Préparate, die 2,5% Glutaraldehyd und
1% Osmiumtetroxid enthielt, keine Markierung auf den Schnitten erzielt worden
(Fixierungsart 1). Dies galt sowohl fir die in Epon eingebetteten Proben als auch fir die
in LR-White eingebetteten. Die Grafik zeigt, dass mit allen Fixierungsmitteln, die 2,5%
Glutaraldehyd enthielten, keine Markierungen zu erzielen waren (Fixierungsart 1-4).
Wurde die Konzentration des Aldehyds drastisch auf 0,1% und dann weiter auf 0,05%
reduziert (Fixierungsart 5 und 6), so konnten Goldpartikel auf den Schnitten registriert
werden. Bei einer Fixierung mit 8% Formaldehyd sank die Gesamtanzahl der
Markierungen deutlich ab (Fixierungsart 7), die Spezifitat blieb aber erhalten. Durch das
Erhitzen der Schnitte unmittelbar vor der Markierung konnte die Anzahl der
Markierungen wieder erhdht werden (Fixierungsart 8), ohne dass sich die Spezifitat zu
verminderte. Im gleichen Male, wie sich die Antigentitdt jedoch verbesserte,
verschlechterte sich der Strukturerhalt der Schnitte.

| T 1

06 1 — t—— [OMW d. spez. Verteilung

Sp

1 2 3 4 5 6 7 8
Fixierungsart

Abb. 201: Spezifische Verteilung der PM-H'-ATPase Markierung
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Die Abbildungen 202 und 203 auf Tafel 53 zeigen den Strukturerhalt in den
Mesophyllzellen von Potamogeton lucens mit und ohne Erhitzen. Dort sind ohne
Erhitzen deutlich weniger Markierungen zu erkennen, als mit Erhitzung der Schnitte.
Dafur ist der Strukturerhalt besser.

Abb. 201 zeigt einen Vergleich der spezifischen Verteilung der Goldkérner auf den
Schnitten bei einem Einsatz von unterschiedlichen Fixierungsmitteln. Sie machte
deutlich, dass mit der Abnahme der Glutaraldehydkonzentration die Spezifitat deutlich
ansteigt (Balken 5 und 6). Sie war jedoch mit 42% bzw. 45% immer noch zu gering. Mit
dem ausschliel8lichen Einsatz von Formaldehyd, erhdhte sich die Spezifitat deutlich auf
93% (7 und 8). Das Erhitzen der Schnitte vor der Markierung hatte dagegen kaum einen
Einfluld auf die Spezifitat (8).

3.3.2.2 Die Verteilung der PM-H*-ATPase in den Blittern von Wasserpflanzen

In den Epidermis- und Mesophyllizellen der Blatter von H. vulgaris, M. aquaticum und M.
verticillatum, sowie C. hamulata konnte auch bei héheren VergréRerungen, wie sie mit
dem Elektronenmikroskop méglich sind, keine Markierung von H*-ATPasen festgestellt
werden (z.B. bei M. aquaticum, Abb. 204). Nur in den Geleitzellen der kleinen zentralen
Leitbundel von M. aquaticum und M. verticillatum fanden sich einige Markierungen, die
auf der zur Siebréhre abgewandten Seite am haufigsten vorkamen (Abb. 205, 206).

Die Blatter von S. aloides, P. oceanica, V. spiralis, R. penicillatus, C. caroliniana und
das Unterwasserblatt von P. natans zeigten ein flr sie typisches Verteilungsmuster bei
den Markierungen. Sie waren nur am Plasmalemma der Epidermiszellen zu finden und
ihre lineare Dichte war an den verschiedenen Seiten der Epidermiszellen
unterschiedlich ausgepragt. Am Beispiel von S. aloides sieht man, dass sie an den
periklinen AulRenseiten geringer waren (Abb. 207) als an den antiklinen Seiten (Abb.
208). Die Zunahme der Markierungsdichte erfolgte, je weiter man sich den periklinen
Innenseiten naherte (Abb. 209). Am Plasmalemma der Innenseiten fanden sich,
unregelmé&Rig verteilt, die meisten Markierungen wieder (Abb. 210). Das Mitfihren einer
Kontrolle zeigt, dass es sich um spezifische Markierungen handelte (Abb. 211). In den
angrenzenden Mesophyllzellen waren dagegen keine Goldkérner an den Membranen
zu finden (Abb. 212). Dieses Markierungsmuster war auch bei Posidonia oceanica
deutlich zu erkennen. An den periklinen Aulienseiten waren deutlich weniger
Goldkérnchen zu finden, als an den Seiten und der Innenseite (Abb. 213). Im
Gegensatz zu S. aloides, bei denen keine Markierungen im Leitblndel auftraten, fanden
sich in den Geleitzellen bei P. oceanica einige Goldkérnchen (Abb. 214).

In den Fiederblattchen von M. spicatum fanden sich Markierungen mit Goldkérnern
sowohl in den Epidermis- als auch in den darunter liegenden Mesophyllzellen wieder.
An den periklinen Aul3enseiten der Epidermiszellen war sie relativ gering, ebenso an
den antiklinen Seiten der Zellen (Abb. 215, 216). Erst zu den periklinen Innenseiten der
Zellen hin, nahm die Kdrnchendichte zu. In den darunter liegenden Mesophyllzellen
waren die Markierungen relativ gleichméRig am Plasmalemma der gesamten Zelle
verteilt (Abb. 217). Auch bei C. demersum war diese Verteilung zu finden. An den
periklinen Innenseiten, zum Mesophyll hin, wurden deutlich mehr Goldkérner lokalisiert,
als an den AulRenseiten (Abb. 218). Ihre Anzahl nahm an den antiklinen Seitenwanden
nach auf3en hin kontinuierlich ab (Abb. 219).
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An den antiklinen Wandprotuberanzen der Epidermiszellen von R. penicillatus war die
Verteilung der Goldkdrner dichter als an den periklinen Aulenseiten der Zellen (Abb.
220) An den periklinen Innenseiten zum Mesophyll hin, bzw. bei zur oberen Epidermis
hin, fand sich eine ebenso dichte Markierung, wie an den Seiten (Abb. 222). In den
Mesophylizellen dagegen waren keine Markierungen zu finden. Lediglich die
Geleitzellen im Leitbindel zeigten einige Goldkérner, an den zu den Siebréhren
gelegenen Seiten (Abb. 223). Bei E. canadensis und E. nuttallii waren die Markierungen
am gesamten Plasmalemma der unteren Epidermiszellen gleichm&Rig verteilt (Abb.
221, 224, 225) und setzten sich an den periklinen Innenseiten der oberen
Epidermiszellen fort (Abb. 226, 227, 228).

Elektronenmikroskopischer Nachweis der PM-H*-ATPase in Blattern

Tafel 53: Abb. 202: Plasmalemma einer Mesophylizelle von P. lucens zur abaxialen Epidermiszelle
hingerichtet. Mit Erhitzen. Abb. 203: Plasmalemma einer Mesophyllizelle von P. lucens zur abaxialen
Epidermiszelle hingerichtet. Ohne Erhitzen.

Tafel 54: Abb. 204: Perikline Innenseite einer Epidermiszelle von M. aquaticum. Abb. 205: Leitbiindel von
M. aquaticum. Abb. 206: Geleitzelle mit Siebréhre im Leitbiindel von M. aquaticum (Ausschnitt von Abb.
205).

Tafel 55: Abb. 207: Perikline AuRenseite einer Epidermiszelle von S. aloides. Abb. 208: Antikliner
Seitenbereich einer Epidermiszelle von S. aloides. Abb. 209: Perikline Innenseite einer Epidermiszelle
von S. aloides. Abb. 210: Perikline Innenseite einer Epidermiszelle von S. aloides.

Tafel 56: Abb. 211: Kontrolle; antikline Seite einer Epidermiszelle von S. aloides,. Abb. 212:
Plasmamembran einer Mesophyllzelle von S. aloides. Abb. 213: Perikline Innenseite einer Epidermiszelle
von P. oceanica. Abb. 214: Geleitzelle im Leitblindel von P. oceanica.

Tafel 57: Abb. 215: Perikline AuRenseite einer Epidermiszelle von M. spicatum. Abb. 216: Perikline
Innenseite einer Epidermiszelle von M. spicatum. Abb. 217: Perikline Seite einer Mesophylizelle von M.
spicatum.

Tafel 58: Abb. 218: Perikline Innenseite einer Epidermiszelle von C. demersum. Abb. 219: Antikline Seite
einer Epidermiszelle von C. demersum. Abb. 220: Antikline Seiten zweier Epidermiszellen mit
Wandportuberanzen von R. penicillatus. Abb. 221: Antikline Seite einer abaxialen Epidermiszelle von E.
canadensis.

Tafel 59: Abb. 222: Perikline Innenseite einer Epidermiszelle von R. penicillatus. Abb. 223: Geleitzelle mit
Siebrohre im Leitblindel von R. penicillatus. Abb. 224: Perikline AuRenseite einer abaxialen
Epidermiszelle von E. canadensis. Abb. 225: Perikline Aul3enseite einer abaxialen Epidermiszelle von E.
nuttallii.

Tafel 60: Abb. 226: Antikline Seiten zweier Epidermiszellen der abaxialen Seite von E. canadensis
(Silberfarbung). Abb. 227: Perikline Innenseite einer adaxialen Epidermiszelle von E. nuttallii. Abb. 228:
Transferstruktur an der antiklinen Seite einer abaxialen Epidermiszelle von E. canadensis.

Tafel 61: Abb. 229: Perikline Aufenseite einer Epidermiszelle von V. spiralis. Abb. 230: Perikline
Innenseite einer Epidermiszelle von V. spiralis. Abb. 231: Transferstruktur an den antiklinen Seiten einer
Epidermiszelle von C. caroliniana. Abb. 232: Perikline Aulenseite einer Epidermiszelle von C.
caroliniana.

Tafel 62: Abb. 233: Untere Epidermiszelle d. Schwimmblattes von P. natans. Abb. 234: Epidermis- und
Mesophylizelle eines Unterwasserblattes von P. natans. Abb. 235: Antikline Seiten von Epidermiszellen
eines Unterwasserblattes von P. natans. Abb. 236: Mesophyll- und Epidermiszelle von P. perfoliatus.

Tafel 63: Abb. 237: Perikline Innenseite einer abaxiale Epidermiszelle von P. lucens. Abb. 238: Perikline
Seite einer Mesophylizelle zu einer adaxialen Epidermiszelle hin von P. lucens. Abb. 239: Mesophyll- und
Epidermiszellen des costalen Bereichs von P. lucens.

Abkiirzungen der Tafeln 53-63:

Hinweis auf Goldmarkierungen (=»); Apoplast (Ap); Chloroplast (Chl); Cytoplasma (Cy);
Endoplasmatisches Retikulum (ER); Epidermiszelle (Ez); Geleitzelle (GZ); Mitochondrium (Mi);
Mesophylizelle (Mz); Obere Epidermiszelle (O Ez); Parenchym (Pa); Plasmamembran (Pm);
Phloemparenchym (Pp); Siebréhre (Sr); Transferstruktur (Ts); Untere Epidermiszelle (U Ez); Starke (St);
Vakuole (V); Zellwand (Zw):
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Tafel 53

Ez ~

Abb. 202 Abb. 203
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Tafel 54

Abb. 204 Abb. 205
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Tafel 55

Abb. 207 Abb. 208

Abb. 209 Abb. 210
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Tafel 56

Abb. 211 Abb. 212

F 4

Abb. 213 Abb. 214
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Tafel 57

~

Abb. 217
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Tafel 58

Abb. 218

Abb. 220 Abb. 221
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Tafel 59

il

Abb. 223

Abb. 224
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Tafel 60

Abb. 228
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Tafel 61

Abb. 230

Abb. 229

Abb. 232

Abb. 231
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Tafel 62

Mz

Abb. 233

Abb. 235 Abb. 236
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Tafel 63

Abb. 238

Abb. 239
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In den Epidermiszellen von V. spiralis zeigte die Markierung der PM-H*-ATPase keine
besondere Verteilung. Sie war an allen Seiten der Zellen gleichméaRig verteilt (Abb. 229,
230). Dies Kkorreliert nicht mit den Ergebnissen, die bei den Polaritatsversuchen
gemacht wurden, deckt sich aber mit den FITC- Fluoreszenz-Ergebnissen.

Bei C. caroliniana war die Markierungsdichte an der Plasmamembran erheblich
geringer als bei den anderen positiv reagierenden Hydrophyten. An den
Wandprotuberanzen der antiklinen Seitenwénde fanden sich einige wenige
Markierungen (Abb. 231). An den periklinen AuRenwénden verringerte sich die Anzahl
der Markierungen nochmals im Vergleich zu den Seitenwénden (Abb. 232). In den
angrenzenden Mesophyllzellen waren keine Goldkdrner zu finden.

In den Blattern der Laichkrauter P. lucens und P. perfoliatus konnten Markierungen vor
allem in den Mesophylizellen entdeckt werden. Eine Ausnahme bildete Potamogeton
natans. In den Schwimmblattern waren nur in einigen Zellen der unteren Epidermis
Markierungen gefunden worden (Abb. 233). Auch in den Geleitzellen der Leitbindel
fanden sich keine Goldkérner. Dagegen konnten in den Epidermiszellen der
Unterwasserblatter zahlreiche Markierungen mit einer unterschiedlichen Verteilung
beobachtet werden. An den periklinen Innenseiten und antiklinen Seiten der Zellen
zeigte sich eine deutliche Verteilung der Goldkdérnchen (Abb. 234, 235), wéahrend ann
den periklinen AufRenseiten nur wenige Markierungen sichtbar waren (ohne Abb.). Bei
P. lucens und P. perfoliatus fanden sich Markierungen in erster Linie in den
Mesophyllzellen. Hier waren die Lokalisationen gleichmdRig am gesamten
Plasmalemma verteilt (Abb. 236, 237). Dartber hinaus fanden sich an den periklinen
Innenseiten der abaxialen Epidermiszellen ebenfalls deutliche Markierungen. In den
adaxialen Zellen konnte so gut wie keine Markierung entdeckt werden (Abb. 238). In
den costalen Bereichen der Blatter von P. lucens und P. perfoliatus, wo das Mesophyll
um die Leitblindel mehrschichtig wird, fanden sich Lokalisationen sowohl in allen
Mesophyllizellen als auch in den Epidermiszellen beider Seiten (Abb. 239).
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3.3.2.3 Quantitative Bestimmung der spezifischen Verteilung von Goldkérnern

Dass die Goldmarkierung an der Plasmamembran signifikant hdher ist, als der
Background, wurde fir die hier angewandte Fixierung schon nachgewiesen (siehe
3.3.2.1). Nun sollte die lineare Verteilung der Goldkérner an der Plasmamembran von
Epidermiszellen exemplarisch bei nicht polaren Blattern von M. spicatum und bei
polaren Blattern von E. canadensis ermittelt werden. Dazu wurde die lineare Dichte der
Goldpartikel pro ym Plasmamembran bestimmt.

s

GK/pm PM

aussen seite innen seite
Zellenseite

Abb. 240: Lineare Dichte der Goldkdrner (GK) an der Plasmamembran von Epidermiszellen bei M. spicatum

Die lineare Dichte der Goldkérner an den Plasmamembranen von M. spicatum zeigte
ein unterschiedliches Markierungsbild. An den periklinen AulRenseiten der
Epidermiszellen waren im Durchschnitt die wenigsten Markierungen zu finden, an den
periklinen Innenseiten am meisten (Abb. 240). Die Anzahl der Goldkdrner/um
Plasmamembran an den antiklinen Seiten war in Durchschnitt héher als an den
Aulenseiten. Auffallig ist die asymmetrische Verteilung der Goldkérner an den beiden
antiklinen Seitenwadnden. An der rechten Seite zeigen sich wesentlich mehr
Markierungen als an der linken Seite.

Abb. 241: Lineare Dichte der Goldk&rner in den Zellen der oberen (oEz) und unteren Epidermis (uEz) von Elodea canadensis
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Im Gegensatz zu M. spicatum zeigt die Verteilung der Goldkérner bei E. canadensis ein
anderes Bild (Abb. 241). An den periklinen AulRenseiten der unteren Epidermiszellen
zeigt sich im Durchschnitt eine wesentlich héhere Verteilung der Goldkdrner als an der
periklinen Aul3enseite der oberen Epidermiszellen. Auch an den antiklinen Seiten findet
man in den unteren Epidermiszellen deutlich mehr Markierungen als in den Zellen der
oberen Epidermis. Das Phdnomen der ungleichen Verteilung an den beiden antiklinen
Seitenwanden, wie es bei M. spicatum zu finden ist, tritt auch hier auf. Die rechten
antiklinen Seiten der unteren Epidermiszellen weisen erheblich mehr Markierungen auf,
als die linken Seiten. An den periklinen Innenseiten findet man in den unteren
Epidermiszellen wesentlich weniger Goldkdrner, als an den anderen Seiten. Dafir zeigt
sich auf der periklinen Innenseite der oberen Epidermiszellen eine wesentlich dichtere
Verteilung.

3.4 SDS-Page und Western Blot

Zur Lokalisierung der 100kDa PM-H*-ATPase* wurde der monoklonale Antikdrper
46E5B11 eingesetzt. Der Nachweis Uber die Spezifitat dieses Antikérpers lieferte der
Western Blot.

Die Proteingehalte in den Mikrosomenfraktionen variierten von Pflanze zu Pflanze,
sowie innerhalb der verschiedenen Pflanzenorgane. In den Blattern von C. caroliniana
und M. aquaticum war deutlich weniger Protein pro g Frischgewicht enthalten als in S.
aloides oder P. perfoliatus. Der Proteingehalt der Stangelfraktionen entsprach etwa dem
in den Blattern. Nur in den Fraktionen der Wurzeln fand sich z.T. bis zu 30mal mehr
Protein als in den Blattern. Die Ergebnisse sind im Anhang in Tabelle 11
zusammengefalt.

Nach Auftrennung der Fraktionen in den SDS-Gelen konnten in den Blattern von H.
vulgaris und M. aquaticum keine Banden bei 97kDa gefunden werden und
dementsprechend waren in den dazu gehoérigen Western Blots keine Markierungen
durch den Antikérper zu finden (Abb. 242 und 243). Bei R. penicillatus, C. caroliniana
und M. spicatum waren eindeutige Banden an dieser Position (Abb. 244-246) zu finden,
ebenso wie bei P. perfoliatus, S. aloides und C. demersum (247-249).

In den Sté&ngel- und Wurzelfraktionen waren bei den meisten untersuchten Pflanzen
keine Banden bei 97kDa zu entdecken. Lediglich in den Stangeln und Wurzeln von R.
penicillatus (Abb. 244) und C. caroliniana (Abb. 245) und in den Wurzeln von M.
aquaticum (Abb. 243) konnten sie entdeckt werden und auch in den Western Blots
zeigte sich eine Markierung.

Damit zeigte sich, dass der benutzte monoklonale Antikérper an Protein einer
Mikrosomenfraktion bei 97kDa spezifisch anbindet.

* Das Molekulargewicht des Enzyms liegt tatsichlich bei 97kDa.
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3.5 Auswirkungen unterschiedlicher pH-Werte auf Myriophyllum spec.

M. spicatum wurde fir funf Wochen in Wasser mit drei unterschiedlichen pH-Werten
(6.0, 7.0 und 8.0) gehalten, um die Auswirkungen auf die Nachweisbarkeit der PM-H"-
ATPase zu untersuchen. Parallel dazu wurden die Veranderungen des pH im Verlauf
von finf Wochen bei M. spicatum und M. aquaticum und dessen Einfluss auf die
Nachweisbarkeit der PM-H*-ATPase untersucht. Dieser Ansatz kann auch als Kontrolle
fur den ersten Teil der Versuchsreihe angesehen werden, da nachdem der pH zu
Beginn des Versuchs einmal eingestellt war, keinerlei Regulationen mehr erfolgten.

3.5.1 Allgemeinzustand der Pflanzen

Alle Pflanzen wiesen wahrend der Versuchsdauer einem zufriedenstellenden
Allgemeinzustand auf. Die Blatter von M. spicatum hatten zu Beginn der Versuche eine
dunkelgrine Farbe und keine Kalkakrustationen. Die vielen feinen Wurzeln wiesen
keine fauligen Stellen auf. Einige Uberwasserblatter von M. aquaticum die vor
Versuchsbeginn vorhanden waren, sowie die Unterwasserblatter und Stangel hatten
einen hellgrinen Farbton. Die langen braunen Wurzeln wiesen keine verfaulten Stellen
auf.

3.5.2 Vitalitit der Pflanzen bei konstanten pH-Werten

In den ersten zwei Wochen konnten bei M. spicatum, die in Wasser mit drei
unterschiedlichen pH-Werten (6.0, 7.0 und 8.0) wuchsen, kaum Verdnderungen an
ihren duBeren Erscheinungsbildern festgestellt werden. Lediglich bei pH 8.0 traten
schon nach der ersten Woche erste Kalkkristalle an den Fiederblattern auf. Die anderen
beiden Pflanzen bei pH 6.0 und 7.0 waren zu diesem Zeitpunkt noch frei davon. Der
Beginn der Kalkakrustation setzte bei pH 7,0 nach 11 Tagen und bei pH 8,0 nach 28
Tagen ein. Die Kalkanlagerung betraf alle ausgewachsenen Blatter der Pflanzen. Die
apikal stehenden jungen Blatter blieben frei davon. Darlber hinaus entwickelte sich ab
der zweiten Versuchswoche ein ausgepragtes Algenwachstum, vor allem bei pH 8.0.
Gegen Ende der Versuchszeit, nach finf Wochen waren die Blatter aller drei Anséatze
dick mit Kalk und Algen verkrustet (Abb. 250-252).

Tafel 64: SDS-Pages mit Coomasie-Blue gefarbt und Western Blot. Abb. 242: H. vulgaris. Abb. 243: M.
aquaticum. Abb. 244: R. penicillatus. Abb. 245:. C. caroliniana. Abb. 246: M. spicatum. Abb. 247: P.
perfoliatus. Abb. 248: S. aloides. Abb. 249: C. demersum.

Blatt (Bl); Proteinmarker (PM); Stangel (St); Wurzel (W);

Tafel 65: Blattfiedern von M. spicatum bei konstanten pH-Werten (nach 14 Tagen). Abb.250a: Blatt bei
pH 6,0 (4fach). Abb. 250b: Rhachis und Blattfiedern bei pH 6,0 (80fach). Abb.251a: Blatt bei pH 7,0
(4fach). Abb. 251b: Rhachis und Blattfiedern bei pH 7,0 (80fach). Abb. 252a: Blatt bei pH 8,0 (4fach).
Abb. 252b: Rhachis und Blattfiedern bei pH 8,0 (80fach).

Tafel 66: Blatter von M. spicatum und M. aquaticum bei verandernden pH-Werten (nach 14 Tagen). Abb.
253a: Blatt von M. aquaticum (4fach). Abb. 253b: Rhachis und Blattfiedern eines Blattes von M.
aquaticum (80fach). 254a: Blatt von M. spicatum (4fach). Abb. 254b: Rhachis und Blattfiedern von M.
spicatum (80fach).
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Tafel 64

Bl St

| —

Bl St
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Tafel 65

Abb. 250a Abb. 250b

Abb. 251a Abb. 251b

Abb. 252a Abb. 252b
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Tafel 66

Abb. 253a Abb. 253b

Abb. 254a Abb. 254b
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3.5.3 Vitalitat der Pflanzen bei sich verdandernden pH-Werten

Bei M. spicatum und M. aquaticum, deren pH im Wasserkérper sich im Laufe der funf
Wochen veranderte, konnten zunachst keine Veranderungen in ihren Aussehen
festgestellt werden. Bei M. aquaticum wurde jedoch ein schnelleres Langenwachstum
als bei M. spicatum beobachtet. Gleichzeitig bildeten sich am apikalen Ende standig
neue Blatter aus. Bei M. spicatum hingegen, zeigte sich ein langsameres Wachstum
und erst ab der dritten Woche konnten am apikalen Ende der Pflanze einige neue
Blatter beobachtet werden.

Gegen Ende der Versuchszeit wurden bei M. aquaticum die Blattspitzen an den unteren
Blattern gelb, eine vollstdndige Vergilbung blieb aber aus. Eine solche Degeneration
war bei M. spicatum nicht zu beobachten. Daflr fanden sich an den Fiederblattchen
kleine Kalkkristalle, die bis zum Ende der Laufzeit deutlich zunahmen. Au3erdem nahm
bei M. spicatum der Grad der Veralgung deutlich zu (Abb. 254a,b). Bei M. aquaticum
konnten dagegen weder Kalkablagerungen noch massenhaft Algen registriert werden
(Abb. 253a,b).

3.5.4 pH-Schwankungen und CO.-Konzentrationen bei M. spicatum

Die pH- Werte der Halterungswésser aller drei Ansatze wurden zu Beginn des Versuchs
auf pH 6.0, 7.0 und 8.0 eingestellt. Nach drei bis vier Tagen wurde das Wasser
vollstdndig gewechselt und die pH-Werte neu eingestellt, so dass die Pflanzen bei
verhaltnismaRig konstanten pH-Werten wachsen konnten. Die pH-Schwankungen
zwischen den Wasserwechseln wurden jeden Tag (vormittags) mit dem pH-Meter
kontrolliert (siehe 2.9.1). Dabei wurde eine Erhéhung um etwa 1.0 pH-Einheiten
akzeptiert.
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Abb. 255: pH Schwankungen bei Myriophyllum spicatum (Ms)
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Zu Beginn des Versuchs stiegen die Werte aller drei Anséatze innerhalb von einem Tag
auf pH 8.0 bis 9.0 an (siehe Abb. 255). Darauf hin wurden die Glaszylinder abgedeckt.
Danach schwankten die Werte beim Ansatz pH 6.0 (rot) innerhalb des gesetzten
Rahmens, zwischen 0.3 und 0.7 Einheiten. Beim Ansatz pH 7.0 (blau) war die
Schwankungsbreite deutlich groRer. Hier stiegen die Werte von einem auf den anderen
Tag um mehr als das Doppelte an. Sie lagen zwischen 0.6 und 1.7 Einheiten. Im Ansatz
pH 8.0 (griin) waren die pH-Schwankungen wieder geringer als bei pH 7.0. Sie lagen
meistens um den 1.0 Einheiten herum.
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Abb.256: CO,-Konzentrationen bei M. spicatum (Ms)

Neben den pH-Messungen wurde alle drei Tage vor dem Wasserwechsel der CO;
Gehalt der drei Anséatze bestimmt (siehe 2.9.3). Bei pH 6.0 lag die Konzentrationen des
Rest-CO,, das noch im Medium zu finden war, deutlich héher als bei pH 7.0 und 8.0
(Abb. 256). Daflur zeigte sich eine groRere Schwankungsbreite in den Werten. Bei pH
7.0 und 8.0 war der Gehalt an CO; deutlich weniger und die Schwankungen geringer.
Bei pH 8.0 wies das Wasser die niedrigste CO,-Konzentration auf (Abb. 256).
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3.5.5 Veranderungen im pH bei M. spicatum und M. aquaticum

Die Halterungswasser der beiden Wasserpflanzen M. spicatum und M. aquaticum
wurden zu Beginn des Versuches auf pH 6.0 eingestellt. Uber Wochen wurde der
Verlauf des pH beobachtet.
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Abb. 257: pH-Verlauf bei M. spicatum (Ms) und M. aquaticum (Ma)

Die pH-Entwicklung bei beiden Pflanzen verlief zundchst annahernd gleich. Nach einem
Ausgangswert von pH 6.0 stiegen die Werte innerhalb von neun Tagen auf etwa pH 8
an. Danach wurde die Verlaufskurve bei M. aquaticum (gelb) etwas flacher und der pH
pendelte sich im Laufe der restlichen Versuchstage um 8.8 ein. Bei M. spicatum stieg
die Kurve weiterhin leicht an. Sie erreichte am Ende Werte um 9,5 (Abb. 257).

Die CO2-Konzenrationen im Wasser lagen zu Beginn des Versuchs bei 220 mg/l. Am
Ende betrugen sie bei M. spicatum 9,4mg/l und bei M. aquaticum 19,6mg/l. Weitere
Messungen waren nicht méglich, da dafir jedesmal 100ml Wasser entnommen werden
mulite (siehe 2.9.3).

3.5.6 Messung der Membranspannungen

Um einen weiteren Anhaltspunkt fur die Vitalitdt der Pflanzen zu erhalten wurde einmal
pro Woche die Membranspannung in den Fiederblattchen von M. spicatum und M.
aquaticum in allen Versuchsansatzen gemessen. In Tabelle 10 sind die maximalen
Spannungsamplituden zusammengestellt.

Tabelle 10: Max. Spannungsamplituden der Membranspannungen bei M. spicatum (Ms) und M.
aquaticum (Ma)

Woche |Ms (var. pH) |Ma (var. pH) |[Ms (pH 8) Ms (pH7) Ms (pH 6)
1. -200mV -120mV -150mV -185mV -200mV
2. -255mV -155mV -175mV -150mV -190mV
3. -245mV -157mV -180mV -190mV -195mV
4. -195mV -185mV -170mV -200mV -185mV
5 -170mV -205mV -170mV -165mV -180mV

(Ms: Myriophyllum spicatum; Ma: M. aquaticum)
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Die maximalen Spannungsamplituden der Membranspannungs-Messungen in den
Blattern von M. spicatum nahm wahrend der Versuchsdauer leicht ab. In Ansatz 1 mit
M. spicatum, dessen pH sich mit der Zeit dnderte (Tabelle 10, Spalte 2), stiegen die
Spannungsamplituden im Laufe der Wochen zunachst leicht an und sanken dann
wieder ab. In den Ansédtzen 3, 4 und 5, mit M. spicatum, deren pH-Werte relativ
konstant bei pH 8.0, 7.0 und 6.0, gehalten wurden, zeigten die Werte die gleiche
Tendenz. Sie stiegen zunéachst leicht an und fielen am Ende der Versuchszeit leicht ab.
Die Ho6he der Spannung variierte dabei etwas. Bei pH 8.0 lagen die
Spannungsmessungen im Durchschnitt tiefer als bei den anderen Ansatzen. In Ansatz 2
mit M. aquaticum, dessen pH sich im Laufe des Versuchs verdnderte, zeigte sich eine
leichte Zunahme in den maximalen Spannungsamplituden.

3.5.7 Lokalisation der FITC-Fluoreszenz in M. spicatum und M. aquaticum

Von allen funf Ansatzen wurden nach der ersten, dritten und flunften Versuchswoche
Blattproben enthommen und fir die konfokale-Laser-Scanning-Mikroskopie prapariert
(siehe 2.5.1ff) und markiert. Die visuelle Auswertung ergab folgenden Befund.

In der ersten Woche nach Versuchsbeginn (n.V.) konnte in allen drei Ansatzen mit M.
spicatum eine FITC-Fluoreszenz in den Epidermis- und Mesophyllzellen beobachtet
werden (Abb. 258, 261, 264).

In der dritten Woche n.V. waren in den drei verschiedenen Ansatzen mit M. spicatum
(pH 6.0, 7.0 und 8.0) leichte Unterschiede in der FITC-Fluoreszenz-Markierung zu
erkennen. Bei pH 6.0 und 7.0 war nur noch wenig FITC-Fluoreszenz in den
Epidermiszellen der Blatter zu erkennen (Abb. 265, 262). Dafiir zeigten sich in den
Mesophyllzellen noch deutliche Markierungen. Bei pH 8.0 waren sowohl in den
Epidermiszellen, als auch in den Mesophylizellen FITC-Fluoreszenz-Markierungen zu
finden (Abb. 259).

In der finften Woche n.V. waren in den Epidermiszellen der Blatter bei pH 8.0 und 7.0
von M. spicatum keine FITC-Fluoreszenz-Markierungen mehr zu beobachten (Abb. 260,
263). In den Mesophylizellen zeigten sich bei pH 8.0 gelegentlich noch Markierungen,
bei pH 7.0 waren noch erheblich mehr FITC-Fluoreszenz-Markierungen sichtbar (Abb,
263).

Tafel 67: Fluoreszenzmikroskopische Nachweise der PM-H*-ATPase in Blattern v. M. spicatum. Abb.
258: Fiederblatt nach einer Woche, pH 8.0. Abb. 259: Fiederblatt nach drei Wochen, pH 8.0. Abb. 260:
Fiederblatt nach finf Wochen, pH 8.0. Abb. 261: Fiederblatt nach einer Woche, pH 7.0. Abb. 262:
Fiederblatt nach drei Wochen, pH 7.0. Abb. 263: Fiederblatt nach finf Wochen, pH 7.0.

Tafel 68: Fluoreszenzmikroskopische Nachweise d. PM-H™-ATPase in Blattern v. M. spicatum. Abb. 264:
Fiederblatt nach einer Woche pH 6.0. Abb. 265: Fiederblatt nach drei Wochen pH 6.0. Abb. 266:
Fiederblatt nach finf Wochen pH 6.0.

Tafel 69: Fluoreszenzmikroskopische Nachweise d. PM-H*-ATPase in Blattern v. M. spicatum und M.
aquaticum bei unterschiedlichen pH-Werten. Abb. 267: M. spicatum nach einer Woche (pH 7,9). Abb.
268: M. spicatum nach drei Wochen (pH 9,5). Abb. 269: M. spicatum nach finf Wochen (pH 9,6). Abb.
270: M. aquaticum nach einer Woche (pH 8,3). Abb. 271: M. aquaticum nach drei Wochen (pH 8,8). Abb.
272: M. aquaticum nach funf Wochen (pH 8,3).
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Tafel 67
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Tafel 68
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Tafel 69
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An den Blattern von M. spicatum, dessen Wasser-pH sich kontinuierlich anderte,
konnten die gleichen Beobachtungen gemacht werden wie bei den Ansatzen mit
konstanten pH-Werten. In der ersten Woche n.V. konnten sowohl in den
Epidermiszellen als auch in den Mesophylizellen deutliche FITC-Fluoreszenz-
Markierungen beobachtet werden (Abb. 267). Diese nahm bis zur dritten Woche n.V.
deutlich ab. In den Epidermiszellen fanden sich jetzt nur noch sehr wenige
Markierungen, in den Mesophylizellen waren sie noch zahlreicher (Abb. 268). In der
funften Woche n.V. waren diese dann auch fast verschwunden (Abb. 269).

Bei M. aquaticum, hatte die kontinuierliche Erh6éhung des pH anscheinend keinen
Einfluss auf die Markierung der PM-H*-ATPase. Wahrend der gesamten Laufzeit des
Versuches konnten in dem zentralen Leitblindel FITC-Fluoreszenz-Markierungen
lokalisiert werden (Abb. 271-273).

3.5.8 Messung der FITC-Fluoreszenz-Intensitat

Mit Hilfe des Computerprogramms TCSNT konnte die Intensitat der Fluoreszenz des
Fluorochroms FITC in den Epidermiszellen von M. spicatum gemessen werden. Auf die
Messungen der Intensitaten bei M. aquaticum wurde verzichtet, da sich wahrend der
gesamten Laufzeit des Versuchs die Intensitdten in den Leitbindeln, nach visuellen
Beobachtungen nicht verandert hatten und eine genaue Messung wegen der geringen
GroRe der Zellen nicht moéglich war.

Die Messungen stellen ein Mittel dar, um die visuell gemachten Beobachtungen unter
3.5.7 genauer zu bewerten Die Profile fur die Intensitdtsmessungen wurden stets von
den periklinen AufRenseiten der Epidermiszellen zu den periklinen Innenseiten gezogen,
so dass der Beginn der Kurve (links) die AuRenseiten der Zellen darstellen und das
Ende der Kurve (rechts) die Innenseiten (siehe 2.9.5). Die Diagramme auf den Tafeln
70-73 zeigen als Beispiel eine Messung der FITC-Fluoreszenz-Intensitdt. Das
dazugehdrige Profil, seine Lage und seine Lange, wurden in dem Bild daneben gelb
markiert.

Im Versuchsansatz mit M. spicatum, deren pH im Wasser sich wahrend der
Versuchszeit langsam anderte (siehe 3.5.5), nahm die Intensitat der FITC-Fluoreszenz
in den Epidermis- und Mesophylizellen standig ab. Wéhrend nach der ersten Woche
nach Versuchsbeginn (n.V.) an den periklinen AuRenwénden der Epidermiszellen noch
Intensitdten gemessen werden konnten (Abb. 273a,b), fanden sich in der 3. Und 5.
Woche n.V. kaum noch Intensitidten an den AulRenwdnden. An den periklinen
Innenwanden blieben die FITC-Fluoreszenz-Intensitdten etwas langer erhalten. Man
konnte sie in der 3. Woche n.V. noch messen (Abb. 274b). Erst in der 5. Woche n.V.
waren sie kaum noch messbar (Abb. 275a,b).

Bei dem Versuchsansatz von M. spicatum in Wasser, dessen pH bei 8.0 lag, zeigte sich
in den Intensitdtenmessungen zunachst ein ahnliches Bild. Nach der 1. Versuchswoche
waren an den periklinen AulRenseiten und den Innenseiten noch FITC-Fluoreszenz-
Intensitaten zu messen, die fir die Auldenseiten meist niedriger ausfielen, als fir die
Innenseiten (Abb. 276a,b). In der 3. Woche nach Versuchsbeginn war die FITC-
Fluoreszenz an den AufRenseiten deutlich geringer geworden. Zur periklinen Innenseite
hin und in den Mesophyllzellen zeigten sich jedoch deutliche Markierungen, deren
Intensitaten in den Mesophyllzellen am héchsten waren (Abb. 277a,b). In der flunften
Woche waren an den periklinen Aullenseiten nur noch geringe FITC-Fluoreszenz-
Intensitdten zu messen. Die hdchsten Intensitdten fanden sich in den Mesophylizellen
die direkt unterhalb der Epidermiszellen lagen (Abb. 278a,b).
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Auch in den Ansatzen in denen die Halterungswasser von M. spicatum pH-Werte von
7.0 und 6.0 hatten, konnten in der ersten Woche n.V. an den periklinen Aul3enseiten
und den periklinen Innenseiten der Epidermiszellen sowie in den Mesophylizellen
deutliche FITC-Fluoreszenz-Intensitdten gemessen werden. Sie waren jedoch an den
periklinen Aulenseiten der Epidermiszellen deutlich geringer als an den periklinen
Innenseiten (Abb. 279a,b; 282a,b).

In der 3. Woche n.V. zeigten sich in M. spicatum bei pH 7.0 nur noch in den
Mesophylizellen FITC-Fluoreszenz-Intensitédten. An den periklinen AufRen- und
Innenseiten waren kaum Intensitdten zu messen (Abb. 280a,b). Bei pH 8.0 war zu
diesem Zeitpunkt in den Epidermiszellen noch eine FITC-Fluoreszenz-Intensitat zu
messen. In beiden Anséatzen fand sich die héchste Intensitat in den Mesophylizellen
(Abb. 283a).

In der 5. Woche n.V. fanden sich bei pH 7.0 kaum noch messbare Intensitdten an den
Epidermiszellen (Abb. 281a,b). Auch in den Mesophyllzellen konnten nur noch geringe
Intensitdten gemessen werden. Bei pH 6.0 waren dagegen in der letzten
Versuchswoche noch deutliche FITC-Fluoreszenzen zu messen (Abb. 284a,b), die vor
allem an den periklinen Innenseiten der Epidermiszellen und den Mesophylizellen zu
finden waren.

Messungen der FITC-Fluoreszenz-Intensitaten an Blattern von M. spicatum

Tafel 70: Messung der Intensitdten bei einem variablen pH: Abb. 273a,b: nach einer Woche. Abb.
274a,b: Nach drei Wochen. 275a,b: Nach fiinf Wochen

Tafel 71: Messung der Intensitaten bei pH 8.0: Abb. 276a,b: nach einer Woche. Abb. 277a,b: Nach drei
Wochen. 278a,b: Nach fiinf Wochen

Tafel 72: Messung der Intensitaten bei pH 7.0: Abb. 279a,b: nach einer Woche. Abb. 280a,b: Nach drei
Wochen. 281a,b: Nach finf Wochen

Tafel 73: Messung der Intensitéten bei pH 6.0: Abb. 282a,b: nach einer Woche. Abb. 283a,b: Nach drei
Wochen. 284a,b: Nach funf Wochen

Abkiirzungen der Tafeln 70-72:
Perikline AuBenseite der Zelle (AS); perikline Innenseite der Zelle (IS); Mesophyllzelle (Me);
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Tafel 70
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Tafel 71
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Tafel 72
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Tafel 73
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4. Diskussion

4.1 Physiologische Polaritat an Blattern von Hydrophyten

Die Blatter einiger submerser Makrophyten zeigten bei Belichtung eine aufféllige
physiologische Polaritat, die bei Dunkelheit nicht zu finden war. Die Umgebungen ihrer
morphologischen Blattoberseiten (adaxial) wurden alkalisch und die morphologischen
Blattunterseiten (abaxial) sduerten sich an. Dieses Phdnomen wurde bei Potamogeton
lucens, P. perfoliatus, Elodea canadensis, E. nuttallii und in geringem Mal3e auch bei
den Schwimmblattern von P. natans gefunden. Auch die Blatter von Vallisneria spiralis
zeigten eine Polaritat. Diese fand sich jedoch nicht auf den abaxialen und adaxialen
Seiten des Blattes wieder, sondern war als unterschiedlich breite Bande auf jeweils
einer Seite des Blattes zu sehen. Arens (1933) berichtete, dass sich die Blatter von V.
spiralis auf der Seite ansauerten, die zuvor bestrahlt wurden. Das wirde das
unterschiedliche Verhalten der Pflanzen erklaren, dass sich an der Blattspitze einmal
die Blattunterseite ansduerte und einmal die Blattoberseite. Andere Wasserpflanzen,
wie Stratiotes aloides, die Unterwasserblatter von P. natans, Myriophyllum spicatum
und Cabomba caroliniana zeigten dagegen eine Ansauerung ihrer unmittelbaren
Umgebung. Viele der untersuchten Pflanzen wiesen aber keine Reaktionen auf. Dazu
gehérten u.a. Hippuris vulgaris, M. verticillatum, M. aquaticum sowie Ceratophyllum
demersum, C. submersum und Ranunculus penicillatus.

Das Auftreten einer physiologischen Polaritdt und auch das Vermdégen, die unmittelbare
Umgebung der Blattoberflachen anzusauern, héngt mit der Fahigkeit der Nutzung von
Hydrogenkarbonat als Kohlenstoffquelle zusammen (Elzenga und Prins, 1989a). Durch
die aktive Abgabe von H'-lonen (Weisenseel und Linder, 1990) in die Grenzschicht an
der Blattoberflache verschiebt sich dort das Gleichgewicht zwischen HCO3/CO; in
Richtung CO,. Dadurch erhéht sich dessen Konzentration in dieser Grenzschicht und
es kann aufgrund des Konzentrationsgefélles durch die Plasmamembran in die Zellen
diffundieren (Elzenga und Prins, 1989b). Gleichzeitig mit der Protonenabgabe und einer
K*-Aufnahme an der abaxialen Blattseite werden die adaxialen Blattseiten fiir OH-lonen
durchlassig und gelangen so in die Grenzschicht der Blattoberflachen (Weisenseel und
Linder, 1990; Prins et al., 1982). Neben den Anderungen der pH-Werte ihrer Umgebung
entsteht dadurch eine elektrische Potentialdifferenz zwischen den Blattober- und -
unterseiten, die mehrere Millivolt betragt, sowie ein Netto-Kationen-Strom von der
Unter- zur Oberseite (Elzenga und Prins, 1989a). Ob es sich tatsachlich um eine
Abgabe von H*- und OH™-lonen oder vielmehr um Aufnahmen von OH- und H*-lonen
handelt, ist noch nicht ganz geklart, da stets nur deren Auswirkungen beschrieben
wurden.

Alle untersuchten Pflanzen, bei denen eine physiologische Polaritat auftrat, oder die
ihre Grenzschicht an der Blattoberflache anséuerten, nutzen neben CO, auch HCO3
(vgl. 3.3.1.1.1, Tabelle 8). Bei Wasserpflanzen, die weder eine Polaritdt noch eine
Ansduerung zeigten, konnte It. Literatur auch keine HCO3'-Nutzung festgestellt werden.
Aufgrund ihrer Lebensweise ist dies auch einleuchtend. Zum Beispiel handelt es sich
bei Hippuris vulgaris um einen Helophyten (Sumpfpflanze), der lediglich fir kurze Zeit
im Frihjahr nach dem Austrieb véllig unter Wasser lebt. Seine Blatter durchstof3en bald
die Wasseroberflache, so dass die Pflanzen an der Luft assimilieren (Casper und
Krausch, 1980b). Es besteht somit nicht die Notwendigkeit, Mechanismen zu
entwickeln, um HCO;3; nutzen zu kénnen. Das Gleiche gilt fir das Tausendblatt
Myriophyllum aquaticum. Es kommt aus Siddamerika und lebt dort meist als Helophyt
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am Ufer von eher sauren Gewéassern (deWit, 1990). Nur bei uns wird es in Aquarien als
rein submerse Pflanze gehalten, die saures Wasser bendtigt. Auch Myriophyllum
verticillatum benotigt solche Mechanismen nicht, da sie in eher sauren Gewéssern zu
finden ist (Krausch, 1996). Die beiden Hornkraut-Arten Ceratophyllum demersum und
C. submersum kommen jedoch bevorzugt in kalkreichen Gewassern vor (Krausch,
1996). Eigentlich misste bei ihnen ebenfalls eine Anséuerung oder Polaritédt an den
Blattoberflachen zu finden sein. Da dies nicht der Fall ist, koénnten die
Versuchsbedingungen ungunstig fur die Pflanzen gewesen sein. Dass C. demersum
HCO3™ nutzt, haben van Haller und Bows (1976) festgestellt. Auch der Nachweis einer
PM-H*-ATPase im Plasmalemma der Epidermiszellen deutet darauf hin (siehe 3.3.2.2).
Da bei jeder Pflanzenart die polare Phase zu einem individuellen Zeitpunkt beginnt und
in ihrer Dauer variiert (Miedema und Prins, 1992), liegt die Vermutung nahe, dass die
anféngliche Belichtungszeit von 30min (siehe 2.7) zu lang und die polare Phase schon
voruber war. Der Lichtkompensationspunkt ist fur jede Pflanze unterschiedlich und liegt
bei Schattenpflanzen deutlich vor dem von Sonnenpflanzen. Aufgrund der
dunkelgrinen Blattfarbe, der Abwesenheit von Starkekérnern und der vielen kleinen
Granastapel in den Chloroplasten kann C. demersum im Vergleich zu anderen
Wasserpflanzen als Schattenpflanze angesehen werden. Das bedeutet, dass sie das
Plateau der maximale Photosyntheserate eher erreicht, als andere Wasserpflanzen, bei
gleicher Lichtintensitat und einer bestimmten DIC-Konzentration (dissolved inorganic
carbon) im Medium. Eine Erhéhung der CO,-Konzentration im Cytoplasma kann somit
zu keiner weiteren Erhéhung der Photosyntheserate fiihren. Eine H'-Abgabe ist fiir die
Pflanze zu diesem Zeitpunkt nicht mehr sinnvoll, da das entstehende CO, nicht mehr
genutzt werden kann. Elzenga und Prins (1989a,b) wiesen nach, dass, bei konstanten
Lichtintensitdten hohe CO,-Konzentrationen die H'-Abgaben an den Blattoberflachen
unterdriicken kénnen. Sie zeigten aber auch, dass durch eine Erhéhung der
Lichtintensitdten diese Hemmung bei Elodea canadensis wieder aufgehoben werden
kann.

Auch R. penicillatus zeigte im Polaritatsversuch (siehe 3.1ff) weder eine Polaritat, noch
eine Ansauerung der Blattoberflachen. Newman und Raven (1999) wiesen jedoch nach,
dass auch diese flutende Wasserpflanze HCO3™ nutzen kann. Entweder lagen auch bei
ihr die Versuchsbedingungen so, dass sie aullerhalb ihrer polaren Phase untersucht
wurde, oder die Abwesenheit einer Ansduerung der Grenzflachen liegt in der
besonderen Struktur der Epidermiszellen begrindet (siehe 4.2.1).

Neben dem Einfluss der DIC-Konzentration und einer entsprechenden Lichtintensitat
hat auch die Lichtqualitat einen Einfluss auf die Abgabe von H*-lonen und somit auf die
Ausbildung einer Polaritat bzw. einer Ansauerung der Grenzschicht. Die Blatter wurden
mit WeiRlicht mit einer Beleuchtungsstarke von 140 pmol Quanten -s™-m? bestrahlt.
Nach den Untersuchungen von Marré et al. (1989) héatte eine Bestrahlung mit Rotlicht
den gréRten Effekt auf die H'-Abgabe gehabt, gleich gefolgt von weiRem Licht. Aber
auch bei Grin- und Blaulichtbestrahlung fande noch eine Ansduerung der Umgebung
statt.

Auch der pH-Wert an der Blattoberflache der adaxialen Seite hat einen Einfluss auf die
Bildung einer Polaritéat. Ein niedriger pH an der adaxialen Blattoberseite hat zur Folge,
dass sich die Protonenpermeabilitdt an der Plasmamembran reduziert und so die
Polaritatsbildung unterbleibt (Miedema und Prins, 1992). Im Gegensatz dazu bewirkt ein
hoher pH an der adaxialen Blattoberseite eine hohe H*-Permeabilitit an der
Plasmamembran, was die Ausbildung einer pysiologischen Polaritat zur Folge hat
(Miedema et al., 1996).
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Die physiologischen Polaritaten bei einigen Blattern von Submersophyten werden nach
den Hypothesen von Prins et al. (1982) durch eine H*-Abgabe an der morphologischen
Blattunterseite (abaxial) und eine OH™-Abgabe an der Blattoberseite (adaxial)
hervorgerufen. Gleichzeitig entsteht dadurch eine elektrische Potentialdifferenz, durch
die ein K'-Transport von der Blattunterseite zur Blattoberseite mdglich ist, der
apoplastisch oder symplastisch (Helder, 1975) erfolgen kann. Die Nutzung von HCO3
bei nicht polaren Wasserpflanzen, wie S. aloides, M. spicatum und C. caroliniana soll
auf die selbe Art und Weise auf ,submikroskopischem Raum® erfolgen. Da jedoch
stéchiometrisch ein H* ausreicht, um ein Molekiil HCO3™ in ein CO, umzuwandeln, und
pro aufgenommenes CO; ein OH abgegeben wird (Prins et al., 1980), mussten sich die
Blattoberflachen dieser Pflanzen neutral verhalten, wenn quasi nebeneinander OH und
H* lonen abgegeben wiirden. Da aber bei den meisten der hier untersuchten Pflanzen
eine eindeutige Ansduerung an den Blattoberflachen zu verzeichnen ist, ist diese
Theorie so nicht zu halten.

Eine andere Theorie von Lucas (1983) postuliert unter anderem einen H'/HCO;™-
Symport. Dagegen spricht allerdings die Tatsache, dass bei einem solch niedrigen pH,
wie er an der Blattoberflache zu finden ist, der meiste Kohlenstoff in Form von CO-
vorliegt und somit fur einen Transport von HCO3™ wenig Ubrig bleibt.

Eine weitere Moglichkeit ware eine zeitlich versetzte Abgabe von H*-lonen und OH'-
lonen. Wahrend der ,polaren Phase® der Pflanzen (Miedema und Prins, 1992) kénnten
H*-lonen an das Medium abgegeben werden, um so CO, durch Diffusion aufzunehmen.
AnschlieRend wirden zum Ausgleich OH-lonen nach aul3en abgegeben werden. Dies
wirden Untersuchungen an Myriophyllum spicatum bestatigen, bei denen trotz
intensiver Belichtung der pH an den Blattoberflachen im alkalischen Bereich lag (Abb.
20). Denkbar ware dann auch ein Antiport nach dem Mitchell-Typ (Lucas, 1983), mit
dem in der nichtpolaren Phase OH™-lonen im Austausch mit HCOj™-lonen transportiert
werden wirden (siehe auch 4.3.5).

Man kann also festhalten, dass eine physiologische Blattpolaritdt nur bei solchen
submersen Angiospermen zu finden ist, die ausschlieBlich unter Wasser assimilieren
und in kalkreichen Gewéssern leben. Bei Hydrophyten, die in einem eher sauren Milieu
wachsen, sowie bei Helophyten, treten sie nicht auf. Ferner gibt es in alkalischen
Gewassern auch Pflanzen, deren Blatter keine Polaritét aufweisen, sondern die ihre
Umgebungen der Blattoberflachen nur ansduern, um so HCOg3™ fur sich nutzbar zu
machen. Bei diesen Blatttypen treten auch Félle auf, bei denen eine Ansduerung zum
Zeitpunkt der Versuchsdurchfiihrung nicht zu finden ist. Bei polaren Blattern konnte
durch geeignete Lichtbestrahlung die Ansduerung und Alkalisierung der
Blattoberflachen jederzeit induziert werden.

4.2 Unterschiedliche histologische und cytologische Strukturen
4.2.1 Die Blattstrukturen

Mit Hilfe von lichtmikroskopischen Untersuchungen konnten die Blatter der
Wasserpflanzen grob in drei Blatttypen eingeteilt werden. Zu den &quifazialen
Rundblattern zahlen die Blatter der Myriophyllum-Arten, Cabomba caroliniana,
Ranunculus penicillatus und Ceratophyllum demersum. Als &quifaziale Flachblatter
kénnen Stratiotes aloides, Posidonia oceanica, Vallisneria spiralis, Hippuris vulgaris und
das Unterwasserblatt von Potamogeton natans angesehen werden. Letzteres hat zwar
einen fast runden Blattquerschnitt, aber mehrere Leitbindel, die in einer Reihe
nebeneinander liegen. Dies entspricht eher der Definition eines &aquifazialen
Flachblattes (Luttge et al.,1988). Beim dritten Typ handelt es sich um bifaziale
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Flachblatter, wozu das Schwimmblatt von P. natans eindeutig zugeordnet werden kann.
Den Blattern von Potamogeton lucens, P. perfoliatus, Elodea canadensis, E. nuttallii
und dem Unterwasserblatt von Callitriche hamulata sieht man ihren bifazialen Blattbau
jedoch nicht sofort an. Bei E. canadensis und E. nuttallii kann jedoch deutlich zwischen
einer oberen und unteren Epidermis unterschieden werden, ebenso unterscheiden sich
bei P. lucens und P. perfoliatus die Zellen der oberen Epidermen in Gréze und Form
von den Zellen des unteren AbschluRgewebes. Bei C. hamulata zeigt das Mesophyll
einen bifazialen Aufbau. Es enthélt an der Blattunterseite im Mesophyll deutlich gré3ere
Interzellularen als an der Blattoberseite.

Diese Aufteilung der Blatter in die drei Blatttypen deckt sich auch mit dem Auftreten der
physiologischen Polaritat (vgl. 2.7). Bei den &quifazialen Rund- und Flachblattern war
keine Polaritadt zu finden. Bei ihnen fand eine generelle Ansduerung der Grenzschicht
an den Blattoberflachen statt. Eine Ausnahme waren die Blatter von H. vulgaris, M.
verticillatum, M. aquaticum und Ranunculus penicillatus, bei denen keine Reaktionen zu
erkennen waren. Eine physiologische Polaritdt, wie sie unter 2.7 beschrieben wurde,
fand sich bei den Wasserpflanzen mit bifazialen Flachblattern. Eine Ausnahme bildete
hier das Unterwasserblatt von C. hamulata. Es zeigte im Polaritdtsversuch keine
Reaktionen und auch der Nachweis einer PM-H*-ATPase blieb negativ.

Die Wasserpflanzen haben sich sowohl durch physiologische Strategien, als auch in
struktureller Hinsicht dem Leben im Wasser angepasst. Sie haben durch Zerschlitzung
der Blatter ihre Oberflachen vergréfRert, um so Nahrstoffe besser aus ihrer Umgebung
aufnehmen zu kdénnen. Da sie dies Uber die gesamte Pflanzenoberflaiche tun
(Sculpthorpe, 1985), konnten sie ihr Leitblindelsystem in den Blattern deutlich
reduzieren. Lediglich bei Potamogeton lucens und P. perfoliatus fanden sich in den
Hauptblattnerven neben den Zellen des Phloems noch Xylemfasern (Napp-Zinn, 1984).
Die Ausbildung eines Palisadenparenchyms als ,Hauptassimilationsorgan® unterbleibt
meistens. Es ist lediglich in Schwimmblattern zu finden. Die Assimilation findet bei
Submersophyten vor allem in der Epidermis statt, so dass durch den Wegfall des
Palisadenparenchyms die Blattdicke deutlich verringert werden konnte. Ein
ausgepragtes Interzellularsystem, das mit Gasprodukten von Assimilation und
Respiration geflllt ist und mit dem Aerenchym der Stangel und dem Interzellularsystem
der Wurzel in Verbindung steht, sorgt zum einen fir eine ausreichende
Sauerstoffversorgung der inneren Gewebe aller Pflanzenorgane und zum anderen fir
einen notwendigen Auftrieb der Pflanzen im Wasser (Sculthorpe, 1985). Bei Elodea
nuttallii und E. canadensis konnten zudem zwischen den Zellen der unteren Epidermis
Kanalzellen gefunden werden. Dies sind nach Krabel et al. (1995) Zellen, die zum
Sammeln und transportieren von Gasen genutzt werden. Sie stehen ebenfalls mit dem
Interzellularsystem der Wurzeln und dem Aerenchym der Sténgel in Verbindung.
Festigungsgewebe aus Sklerenchymfasern konnte lediglich in den Blattern von P.
lucens, P. perfoliatus und P. natans gefunden werden. Bei Posidonia oceanica leisten
die vielen kleinen Zellen, die unterhalb der Epidermis gruppenweise zusammen liegen
und in einer dichten Zellwandmatrix eingebettet sind, diese Stitzfunktion (Napp-Zinn,
1984).

Die periklinen Aullenwéande der Epidermiszellen von Blattern sind verhéltnismafig dick,
aber weniger stark lignifiziert als Zellwande von Luftblattern und zeichnen sich, z.B. bei
Posidonia oceanica durch eine beachtliche Quellbarkeit aus (Gessner, 1968), was
durch die aufgelockerte dulere Zellwandstruktur zu erklaren ist. Auch in der Zellwand
von M. spicatum, bei der deutlich eine Paralleltextur von Zellulosefibrillen in der
Sekundarwand zu erkennen sind, finden sich vereinzelt Bereiche, die aufquellen
kénnen. Die dicken Zellwénde geben der Blattstruktur zusatzlichen Halt. CO, kann
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trotzdem durch sie hindurch diffundieren und so an die Aulienseite der
Plasmamembran gelangen. Von dort aus gelangt es, ebenfalls durch Diffusion, ins
Cytoplasma (Raven et al., 1985). Da der gesamte Apoplast angesauert wird (Prins et
al.,, 1982), existiert ein groRer Raum in dem sich CO; anreichern kann. Bei R.
penicillatus hat sich eine besondere Struktur entwickelt. An der periklinen Aulenseite
der Epidermiszellen, zwischen einer auleren, kompakten und einer inneren, lockeren
Zellwand, entwickelt sich im Laufe des Blattwachstums eine Spalte, die immer breiter
wird und sich bis in die antiklinen Seitenwande hinein fortsetzt. An den Seiten weisen
die Wande Protuberanzen auf, die sich in die Zellen einstiilpen und so die Oberflachen
des daran anliegenden Plasmalemmas deutlich vergréRern (Napp-Zinn, 1984). Sie
stellen ein charakteristisches Merkmal von Transferzellen dar. An solchen Stellen
werden von Prins et al. (1982) ,saure Punkte” im Apoplasten vermutet. Dies wéaren
Bereiche, an denen das durch die Zellwande gelangte HCO3™ durch Ansduerung in CO»
umgewandelt und dann in die Zellen diffundieren kdnnte. Rascio et al. (1999) haben an
solchen Transferstrukturen durch Niederschldge von Bleiphosphat, Aktivitdten von
Jichtabhéngigen H*-ATPasen“ nachgewiesen. Solche Transferstrukturen finden sich
auch bei anderen Wasserpflanzen, wie z.B. bei E. canadensis und C. caroliniana.
Jedoch konnten bei den meisten hier untersuchten Wasserpflanzen keine solche
Strukturen gefunden werden. Dies deckt sich auch mit Beobachtungen von Prins et al.
(1982) an submersen Angiospermen und mit denen von Franceschi und Lucas (1980),
die nur bei einigen Characeen Charasomen gefunden haben. Es scheint so, als ob
solche Wandprotuberanzen nicht unbedingt notwendig fir die Nutzung von HCO3" sind.
In vielen der hier untersuchten Wasserpflanzen liegen die antiklinen Zellwadnde der
Epidermiszellen gerade nebeneinander, z.B. bei C. demersum und P. oceanica und
stehen durch Plasmodesmen miteinander in Verbindung. Manchmal findet man die
Seitenwande und periklinen Innenwanden auch fingerférmig verformt und ineinander
verzahnt, wie z.B. bei Vallisneria spiralis, P. lucens und P. perfoliatus. Die deutet wieder
auf eine VergréRerung der Zelloberflachen und eine héhere Transportrate hin.

Auf den periklinen AulRenwénden der Epidermiszellen liegt meist eine sehr dinne
Cuticula auf (Schreiber, 1922). Sie ist bei M. verticillatum, R. penicillatus, C. demersum,
H. vulgaris und dem Schwimmblatt von P. natans auf der Ober- und Unterseite deutlich
von der Zellwand zu unterscheiden, da die Zellwénde selbst nicht cutinisiert sind und
sie sich dadurch voneinander abgrenzen. Trotz der Cuticula ist der Stoffaustausch tber
die Blattoberflache nicht unterbunden. Sharpe und Denny (1976) beschreiben eine
rasche Penetration von lonen durch die mit einer dinnen Cuticula aufgelagerte
Zellwand von P. pectinatus. Bei einigen Pflanzen scheint es bestimmte Stellen auf den
Blattoberflachen zu geben, an denen ein Stoffaustausch mit der Umgebung besonders
einfach erfolgen kann. In Untersuchungen von Lyr und Streitberg (1955) wurden
Blattoberflachen von verschiedenen Wasserpflanzen mit Toluidinblau angefarbt. Es
zeigten sich bei einigen Pflanzen Stellen an den Blattoberflachen, die sich anfarben
lieRen und andere nicht. Die Bereiche oder die einzelnen Zellen, die sich blau
anfarbten, nannten sie Hydropoten. An der Blattunterseite des Schwimmblattes von P.
natans fanden sich solche Hydropoten. Bei M. spicatum, C. demersum, V. spiralis, S.
aloides und E. canadensis waren keine solchen partiellen Anférbungen zu erkennen.
Bei ihnen verfarbten sich die gesamten Blattoberflachen blau. Bei H. vulgaris und M.
verticillatum waren dagegen keine F&rbungen sichtbar. Die Blattoberflachen von P.
lucens farbten sich nur zu 60-80% und bei P. perfoliatus sah man nur vereinzelt
ungefarbte Zellen. Diese Ergebnisse decken sich mit den eigenen Beobachtungen zur
physiologischen Polaritat (4.1). Bei allen Blattern, die sich in den Versuchen von Lyr
und Streitberg (1955) blau anfarbten, konnte eine Ansduerung der Grenzschicht an der
Blattoberflache oder eine physiologische Polaritdt festgestellt werden (siehe 3.1).
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Wasserpflanzen, die keine Reaktionen zeigten, farbten sich auch nicht an. Da
Toluidinblau als basischer Farbstoff saure Bereiche anfarbt (2.5.3.3), war dieses
Ergebnis einleuchtend.

Eine weitere Besonderheit von Wasserpflanzen ist das Vorhandensein von
Chloroplasten in der Epidermis. Sie stellt das Hauptassimilationsorgan bei
Wasserpflanzen dar (Rascio et al.,, 1999; Napp-Zinn, 1984). In fast allen der
untersuchten Hydrophyten konnten Chloroplasten sowohl im Mesophyll als auch in der
Epidermis beobachtet werden. Lediglich bei M. aquaticum und H. vulgaris fanden sie
sich nur in den Mesophylizellen. Dies zeigt, dass es sich hierbei um Helophyten
handelt, die das Mesophyll als Assimilationsorgan nutzen. In C. caroliniana konnten,
entgegen den Aussagen von Napp-Zinn (1984), ebenfalls Chloroplasten in den
Epidermiszellen gefunden werden.

Die gut entwickelten, linsenférmigen Plastiden sind meist nicht homogen in den
Epidermiszellen verteilt. Wahrend sie bei P. oceanica Uberwiegend an den periklinen
Innenseiten der Zellen liegen, finden sie sich z.B. bei S. aloides auch an den periklinen
Aulenseiten oder den antiklinen Seiten wieder. Immer scheinen sie jedoch in kleineren
Gruppen zusammen zu liegen. Diese Verteilung erinnert an Sonnen- und
Schattenblatter. P. oceanica steht als Salzwasserpflanze gewohnlich an
sonnenexponierten Stellen, wahrend die meisten SuRwasserpflanzen der heimischen
Seen oft in beschatteten Uferregionen leben missen. Die meisten Chloroplasten,
sowohl in den Epidermis- als auch in den Mesophyllzellen enthielten kleine oder keine
Starkekdrner zum Zeitpunkt ihrer Fixierung. Lediglich in den Mesophylizellen von M.
aquaticum und V. spiralis, sowie in den adaxialen Epidermiszellen der beiden
Wasserpestarten E. canadensis und E. nuttallii konnten groRe Stérkereservoire in den
Chloroplasten entdeckt werden. Ein Chloroplastendimorphismus, wie er bei den
Chloroplasten von Mesophyll- und Bindelscheidezellen in C4-Pflanzen vorkommt, war
jedoch nicht zu erkennen.

Neben den Chloroplasten sind Mitochondrien weitere wichtige Zellorganellen, die in den
Epidermiszellen der Wasserpflanzen in einer gréieren Anzahl enthalten sind. Auffallig
ist, dass sie nicht gleichm&Rig in den Zellen verteilt sind, sondern vor allem an den
antiklinen Seiten und der periklinen Innenseite der Epidermiszellen in kleinen Gruppen
zusammen liegen. Sie konzentrieren sich an solchen Stellen, an denen entweder
Wandprotuberanzen vorkommen, oder in den fingerartigen Strukturen an den
Zellverzahnungen. Da Mitochondrien Energielieferanten sind, liegt die Vermutung nahe,
dass an diesen Stellen aktive, energieabhéngige Transportprozesse stattfinden.

4.2.2 Stangel- und Wurzelstrukturen

Das Auffallige an den Querschnitten der Sténgel bei Wasserpflanzen ist ein
Lakunensystem, das durch senkrecht und waagrecht eingezogene einzellschichtige
Gewebeplatten, den Septen und Diaphragmen, gebildet wird. Es stellt ein weitlumiges
Aerenchym dar (Napp-Zinn, 1973). Der bei der Photosynthese entstehende Sauerstoff
kann nicht schnell genug in das umgebende Wasser an der Pflanzenoberflache
abgegeben werden und sammelt sich daher in diesem System an (Dale, 1957). Durch
den ansteigenden Gasdruck bléht es sich auf, bis zwischen dem Zellverband kleine
Lécher entstehen und das Gas als kleine Blasen ins Wasser abgegeben wird
(Angelstein, 1911). AulRerdem steht es mit den Interzellularen der Blétter in Verbindung,
Uber die das Gas durch die Kanalzellen an die Umgebung abgegeben werden kann
(Krabel et al., 1995). Das Gas selbst besteht nicht nur aus O, sondern auch aus Ny,
und in geringen Mengen ist auch CO; enthalten (Kniep, 1915). Neben seiner Funktion
als Aufnahmeort fur Assimilations- und Respirationprodukte sorgt dieses luftgefillte
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System fiir den entsprechenden Auftrieb der Pflanzen. AulRerdem steht es mit den
Wurzeln in Verbindung und kann dort fur den nétigen Gasaustausch sorgen
(Sculpthorpe, 1985; Longstreth, 1989).

Das Gefallsystem in den Stangeln submerser Makrophyten ist in den meisten Fallen
auf ein zentrales Leitblndel reduziert worden. Eine Ausnahme bildet z.B. Ranunculus
penicillatus, dessen kleine Leitblindel im gesamten Stangelquerschnitt verteilt sind.

Ebenso wurde die Anzahl der Tracheiden und der Grad ihrer Verholzung reduziert
(Sculpthorpe, 1985). Manchmal fehlen richtige Gefalde, und die Elemente des Xylems
und des Phloems liegen in keiner bestimmten Ordnung zusammen, z.B. bei M.
spicatum und E. nuttallii. In anderen Stangelquerschnitten dagegen sind Xylem und
Phloem zwar auch reduziert, aber in charakteristischer Weise angeordnet. So findet
man in C. caroliniana kleine kollaterale Leitblindel, bei P. natans ein tetrarches,
konzentrisches Leitblindel und bei H. wvulgaris ein konzentrisches Leitbindel mit
Innenxylem. Hier ist zu erkennen, dass ein organisiertes Leitblindel dann vorhanden ist,
wenn die Pflanzen auch aulRerhalb des Wassers leben und sie auf ein gut strukturiertes
Leitbiindelsystem angewiesen sind, um Stadngel und Wurzel mit Assimilaten und die
Blatter oberhalb der Wasseroberflache mit ausreichend Wasser zu versorgen.

Die Wurzeln von Submersophyten haben ihre Funktion der N&hrstoffaufnahme
weitgehend verloren. Das zumindest behauptet von Guttenberg (1968) in seiner
ausfuhrlichen Beschreibung der Angiospermenwurzel. Ganz anders sehen es Agami
und Waisel (1986). Sie zeigen, dass die Wurzeln ihre terrestrischen Eigenschaften als
,Multi-Funktions-Organ® beibehalten haben. Nach ihren Untersuchungen nehmen die
Wurzeln Wasser auf, reichern Nahrstoffe an und transportieren sie weiter, beliefern ihre
Spitzen mit Wachstumshormonen und verankern die Pflanzen im Boden. Zusétzlich
haben sie neue Eigenschaften hinzu bekommen, wie z.B. einen besseren Gas-
Transport und eine niedrigere Sensitivitdt gegentber Reduktionsbedingungen. Sie
unterscheiden sich von Wurzeln der Landpflanzen nur durch ihre Masse, da die
Hauptwurzeln bald zugrunde gehen und durch kleine sekundare Wurzel ersetzt werden.
Diese entspringen aus dem Hypokotyl, dem Rhizom oder dem flutenden Sténgel. Dies
erklart, warum die im Rindenparenchym enthaltenen Plastiden bei M. spicatum und P.
perfoliatus als Chloroplasten vorliegen. Bei den hier untersuchten Wurzeln konnten
keine Wurzelhaare gefunden werden. Ein Fehlen von Wurzelhaaren wurde auch von
Hesse (1904) bei M. spicatum und M. verticillatum beobachtet. Viele andere
Hydrophyten, wie z.B. S. aloides, bilden nur unter bestimmten Bedingungen
Wurzelhaare aus, z.B. bei starker Strémung oder wenn sie in der Erde verankert sind.

Die Rhizodermis der Wurzeln bei Wasserpflanzen ist sehr vielgestaltig und hat eine
sehr lange Lebensdauer (v. Guttenberg, 1968). Meist folgt darunter eine einschichtige
Exodermis, die bei Stratiotes aloides allerdings fehlt. Bei P. oceanica findet sich an ihrer
Stelle ein zwei- bis dreischichtiger Sklerenchymmantel.

Das Interzellular- und Lakunensystem der Bléatter und Stangel steht mit dem der
Wurzeln in Verbindung. In der Wurzel ist es aber lange nicht so ausgepragt. Dadurch,
dass es sich meistens um recht zarte Beiwurzeln handelt, zeigen sich nur kleine
Interzellularen im Rindenparenchym. Eine Ausnahme macht die Wurzel von S. aloides.
Ihre Wurzeln sind langlebiger und oft in Schlammbd&den verankert. Daher hat sich ein
Lakunensystem entwickelt, wie man es bei andern Pflanzen in den Stangeln findet. Auf
diese Weise wird eine Versorgung der Wurzeln mit Sauerstoff gewahrleistet (von
Guttenberg, 1968). Eine meist primare Endodermis trennt den Zentralzylinder vom
Rindenparenchym, wie z.B. bei P. natans, P. lucens, V. spiralis und S. aloides. Bei
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anderen, vor allem bei Sumpfpflanzen, findet man auch Sekundar- und
Tertidrendodermen.

Die Leitelemente, vor allem die Xylemelemente, sind meist reduziert, da Wasser tber
die gesamte Pflanzenoberflache aufgenommen werden kann und so ein ausgepragtes
Wasserleitsystem von den Wurzeln zum Spross Uberflissig macht (von Guttenberg,
1968). Oftmals befindet sich in der Mitte ein Xylemgang und die Elemente des Phloems
liegen darum, wie man dies bei V. spiralis beobachten kann. Wahrend die
Xylemelemente bei anderen Pflanzen reduziert sein kdnnen, finden sich aber immer
Elemente des Phloems in Form von Phloemparenchym, Siebréhren und Geleitzellen im
Zentralzylinder.

4.3 Die Lokalisation der PM-H*-ATPase

Mit einem priméren monoklonalen Antikérper gegen ein Epitop der 100kDa PM-H*-
ATPase und einem sekundéaren IgG-Antikdrper, dessen Fc-Region (schwere Kette)
entweder mit dem Fluorochrom FITC oder mit 10nm grof3en Goldpartikeln markiert ist,
konnte die PM-H*-ATPase in verschiedenen Zellen von Blattern, Stangeln und Wurzeln
einiger Hydrophyten lokalisiert werden.

Wahrend sie mit Hilfe der FITC-Fluoreszenz in den einzelnen Geweben nachgewiesen
werden konnte, war es durch die Immunogoldmarkierung méglich, die ATPase in den
Zellen genau zu lokalisieren. So konnten die 10nm grof3en Goldpartikel des sekundéaren
Antikdérpers direkt an der Plasmamembran lokalisiert werden. Vermutlich bindet der
primare Antikdrper (46E5B11) an einem Aulienloop des Enzyms (mindliche Aussage,
G. Obermeyer, 1999).

4.3.1 Die Auswirkung unterschiedlicher Fixierungsmittel

Um biologische Proben fir die Elektronenmikroskopie optimal zu fixieren, d.h. einen
guten Strukturerhalt zu gewahrleisten, werden meist zwei Fixierungschritte
durchgefiihrt. Im ersten Schritt erfolgt die Fixierung mit Glutaraldehyd, einem Dialdehyd.
Dieses vernetzt Proteine zu komplexen Polymeren auf Pyrimidinbasis (Flegler et al.,
1995). Lipide werden nicht fixiert. Daflr wird in einer zweiten Fixierung Osmiumtetroxid
eingesetzt. Es greift sie an den ungeséttigten Bindungen an und vernetzt sie. Eine
Fxierung mit diesen beiden Komponenten und eine anschlieliende Immunlokalisation
erbrachte keine Resultate. Es konnten keine Goldpartikel auf den Schnitten beobachtet
werden. Auch ein Wegfall des Osmiumtetroxid und eine Verminderung der
Glutaraldehydkonzentration brachte keinen Erfolg. Erst bei einer Reduzierung der
Glutaraldehydkonzentration auf 0,1% konnten erste Goldpartikel entdeckt werden. Mit
dem Ersetzen des Glutaraldehyds durch Formaldehyd konnten sowohl die Markierungs-
dichte, als auch die spezifische Verteilung deutlich verbessert werden. Formaldehyd
fixiert ebenfalls Proteine, unterscheidet sich aber von Glutaraldehyd deutlich in seiner
Reaktion mit diesen. Es kommt zu keinen grolden, vernetzten Strukturen (Flegler et al.,
1995), was zu Materialauslaugungen und damit zu einem schlechteren Erhalt der
Proben fuhrt. Mit 8% Formaldehyd, ohne Glutaraldehyd, war die durchschnittliche
Anzahl der gezahlten Goldpartikel zwar deutlich geringer, dafir war aber ihre
spezifische Verteilung deutlich besser als mit 0,05% Glutaraldehyd als Zugabe. Auch
die Wahl des Einbettungsmittel hatte Einfluss auf die Qualitdt der Markierung.
Epoxidharze bilden besonders mit den Proteinen der Proben kovalente Bindungen aus,
wahrend Acryl-Harze die eingebetteten Proben durchdringen ohne an sie zu binden
(Newman, 1989; Skjorten et al., 1992).
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Um die Immunlokalisation weiter zu optimieren, waren verschiedene Behandlungs-
methoden mdglich. In Untersuchungen von Stirling und Graff (1995) wurden mehrere
Methoden getestet, um das Antigen nach der Fixierung und Einbettung wieder
freizulegen. Sie versuchten unter anderem durch Einwirkung von Hitze das Antigen fur
den Antikérper besser zuganglich zu machen. Auch eine Behandlung mit H,O, mit einer
nachfolgenden Erhitzung wurde zur Erhéhung der Antigenitat durchgefihrt (Brorson et
al., 2001). Die Antigenitat der PM-H*-ATPase konnte durch Erwérmen der Schnitte
erhoht werden. Die Einwirkung von Hitze erfolgte an einem PCR durch eine stufenweise
Erhéhung der Temperatur. Dabei wurde darauf geachtet, dass der Puffer nicht zu
kochen begann. Trotzdem zeigten sich nach der Behandlung zahlreiche Zerstérungen
an den Schnitten, was den Strukturerhalt der Proben zusétzlich minderte.

4.3.2 Primar- und FITC-Fluoreszenz

Neben der FITC-Fluoreszenz traten bei den meisten Untersuchungsobjekten auch
Eigenfluoreszenzen auf. Verschiedene Pflanzeninhaltsstoffe fluoreszieren bei
Bestrahlung unterschiedlich. Die Farbe bzw. Wellenlange der Fluoreszenz héngt
sowohl von der Wellenldnge des einstrahlenden Lichtes, als auch von den
unterschiedlichen Pflanzenstoffen ab. So weisen vor allem Chlorophylle, Phenole und
Anthocyane Primarfluoreszenzen auf. Die Primarfluoreszenzen bei Bestrahlung mit UV-
oder Blaulicht liegen bei Chlorophyll im Rotbereich, bei Lignin sind sie blaulich-weil} und
bei Cutin weilllich-gelb (Nordhorn-Richter, 1984). Ein Grund fir solche Fluoreszenzen
sind die phenolische Komponenten in Lignin und Cutin (Hutzler et al., 1998). Am CLSM
wurden fur die verschiedenen Wellenldngen der Emissionen zwei Kanéle bereit gestellit.
Der erste Kanal (grin) wurde auf einen Wellenlangenbereich von 510-520nm eingestellt
und sollte in erster Linie die FITC-Fluoreszenz anzeigen, deren Emissionswellenlange
um 515nm liegt. Der zweite Kanal (rot) zeigte Emissionen, die zwischen 600 und 700nm
lagen. Neben der Chlorophyll-Fluoreszenz, die in diesem Wellenldngenbereich lag,
wurden auch Emissionen von Zellwanden und Vakuoleninhaltsstoffen dargestellt. Alle
anderen Wellenldngenbereiche dazwischen wurden ausgeblendet. Im ersten Kanal war
Uberwiegend die FITC-Fluoreszenz dargestellt, bei einigen Proben wurden aber auch
Epidermisauflagerungen (Abb. 178) und Zellwandkomponenten (Abb. 188) sichtbar. So
handelt es sich z.B. bei den fluoreszierenden Strukturen in den Wurzeln von Posidonia
oceanica, direkt unterhalb der Rhizodermis, um Primarfluoreszenzen der verdickten
Zellwénde. Die eigentliche FITC-Fluoreszenz wurde anhand von Kontrollaufnahmen
und durch die visuelle Uberpriifung der Echtfarben im Epifluoreszenzmikroskop
eindeutig nachgewiesen.

Ein Problem war die fotografische Darstellung von Bildern, auf denen wenig Primér- und
keine FITC-Fluoreszenz zu erkennen war. Diese waren oftmals so dunkel, dass sich
nicht einmal Strukturen erkennen lieken. Dem wurde abgeholfen, indem die Helligkeit
des Bildes erhéht wurde. Dadurch wurden sowohl im ersten als auch im zweiten Kanal
unspezifische grine und rote Zellstrukturen sichtbar. Im Uberlagerten Bild nahmen
diese dann Farben von gelb bis orange an. Solche Strukturen beruhen also nicht auf
Primarfluoreszenzen und FITC-Fluoreszenz.
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4.3.3 Lokalisation der PM-H*-ATPase in Bléattern von Wasserpflanzen

Die PM-H*-ATPase, die der monoklonale Antikérper markiert, konnte nicht in allen
Blattern der untersuchten Wasserpflanzen gefunden werden. In vielen Hydrophyten, die
untersucht wurden, waren keine FITC-Markierungen oder Markierungen mit
Goldkérnern zu finden. Auch bei allen Helophyten, selbst wenn sie, zur Zeit der
Blattentnahme, noch keine Luftblétter entwickelt hatten, waren keine Markierungen in
den Epidermis- und Mesophylizellen der Blatter zu finden. Jedoch zeigten sich in
einigen Zellen der Leitbundel Markierungen.

In 14 von 32 untersuchten Wasserpflanzen (siehe 3.3.1.1.1) fanden sich jedoch in den
Epidermis- und Mesophylizellen der Blatter Markierungen einer PM-H*-ATPase. Dabei
handelte es sich ausnahmslos um rein submers lebende Angiospermen. Da jedoch in
allen Zellen PM-H*-ATPasen vorkommen (Palmgren, 2001), war dieses Ergebnis
zunachst erstaunlich. Der benutzte primare Antikorper, der sich gegen die 100kDa PM-
H*-ATPase richtet und von Dr. Liitzelschwab im Rahmen seiner Dissertation hergestellt
wurde (siehe 1.5), bindet jedoch nur an einige der Isoformen der PM-H*-ATPase (Jahn
et al., 1998). Kreuzreaktionen mit Arabidopsis thaliana-lsoformen, die einzeln in Hefe
exprimiert wurden, zeigten, dass der Antikérper mit solchen Isoformen reagierte, die
durch AHA1, AHA2 und AHAS3 codiert sind (Palmgren und Christensen, 1994). Alle drei
Isoformen findet man im Plasmalemma der Zellen von Arabidopsis thaliana. lhre
unterschiedliche Gencodierung lasst auf funktionelle Unterschiede schlieen, sowie auf
eine unterschiedliche Verteilung und Lokalisation in den Geweben und Zellen (DeWitt et
al., 1996, Morsomme und Boutry, 2000). So wurden z.B. die Isoformen von AHA2 und
AHAS3 bei A. thaliana im Leitgewebe von Blatt und Stangel lokalisiert, sowie in den
Pollenkérnern und im Pollenschlauch (Palmgren, 2001). Immunlokalisationen von
deWitt und Sussmann (1995) haben gezeigt, dass diese Isoformen in solchen Zellen
vorkommen, die fur Transportprozesse signifikant sind, wie z.B. in Geleitzellen und in
Schlie®zellen. Diese Beobachtungen decken sich mit den Ergebnissen dieser Arbeit.
Bei Submersophyten, die It. Literatur in der Lage sind, HCO3; als Kohlenstoffquelle
nutzen zu kénnen, wurden Markierungen der PM-H*-ATPase in den Epidermis- und
Mesophyllizellen ihrer Blatter gefunden. Bei Hydrophyten und Helophyten, die lediglich
COgy nutzen, wie z.B. M. verticillatum (Prins et al., 1982) und H. vulgaris (Marberly und
Spence, 1983), finden sich dort keine Markierungen. Auch in den Epidermis- und
Rindenparenchymzellen der Stangel von submersen Angiospermen, die lediglich CO,
aufnehmen, werden keine Markierungen beobachtet. Man kann daher annehmen, dass
das Vorhandensein einer FITC-Fluoreszenz oder Immunogold-markierung in den
Blattern von Wasserpflanzen in direktem Zusammenhang mit der Fahigkeit der HCO3'™-
Nutzung steht.

Zusatzlich findet man bei manchen Angiospermen, die HCOs nutzen kénnen,
Markierungen in den Zellen der Leitgewebe, z.B. bei P. oceanica, M. spicatum und in
den Laichkrautern P. lucens und P. perfoliatus. Die dort lokalisierten PM-H*-ATPasen
stehen jedoch nicht mit der Fahigkeit der HCO3™-Nutzung in Verbindung. Dies geht aus
der Tatsache hervor, dass sich in den meisten Wasserpflanzen, deren Epidermis-
und/oder Mesophyllzellen markiert sind, keine FITC-Fluoreszenz oder Markierungen mit
Goldkdrnern in den Zellen der Leitgewebe zu finden waren. Dafir traten solche
Leitbindelmarkierungen aber bei Helophyten und Hydrophyten auf, die ausschlief3lich
CO; als Kohlenstoff-Quelle nutzen kénnen, wie z.B. H. vulgaris, M. aquaticum und M.
verticillatum. Die PM-H*-ATPase wurde in den Geleitzellen lokalisiert (Abb. 206), was
darauf hinweist, dass sie bei der Phloembeladung eine Rolle spielt (Bouché-Pillon et al.,
1994). Wahrend bei submers lebenden Wasserpflanzen auch in den Stangeln und
sogar in den Wurzeln die Photosynthese ablaufen kann (Abb. 150) und so das Gewebe
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mit Nahrstoffen versorgt wird, findet man bei Sumpfpflanzen die ,klassische*
Arbeitsteilung wieder. Die Stangel sind meist mit einer dicken Cuticula tUberzogen, die
eine Stoffaufnahme erschwert. Die Wurzeln sind im Boden verankert, dem sie
Nahrstoffe entnehmen. Daraus folgt, dass in den Blattern dieser Pflanzen eine
Phloembeladung stattfindet, um Assimilationsprodukte in die unteren Pflanzenteile zu
transportieren. Das Fehlen einer PM-H'-ATPase Markierung in den Leitbiindeln der
anderen Wasserpflanzen heil3t jedoch nicht, dass hier keine Transportvorgange
stattfinden. Neben der partiell apoplastischen Beladung der Siebréhren, mit Hilfe einer
PM-H*-ATPase, gibt es auch eine symplastische Beladung, die ohne Mithilfe einer PM-
H*-ATPase uber Plasmodesmen funktioniert (Turgeon und Beebe, 1991; HeR, 1999).

4.3.4 Lokalisation der PM-H*-ATPase in Stingeln und Wurzeln

In den Abschlussgeweben und Rindenparenchymzellen von Sténgel und Wurzel konnte
bei den untersuchten submersen Makrophyten keine PM-H*-ATPase lokalisiert werden.
Jedoch zeigten sich bei einigen Stangeln und Wurzeln Markierungen in den Leitblindeln
der Zentralzylinder.

In  wenigen Hydrophyten waren FITC-Fluoreszenzen bzw. Markierungen mit
Goldkérnern in den Geleitzellen der Siebréhren zu finden. Dazu zahlen P. lucens, P.
natans, M. spicatum und R. penicillatus. Bei den anderen Hydrophyten waren keine
Markierungen zu entdecken. Das Registrieren einer Markierung zeigt, dass auch in den
Stangeln eine Phloembeladung stattfindet. Da die Zellen der Stangel von Hydrophyten
Chloroplasten enthalten und somit zur Assimilation fahig sind (Krabel et al., 1995),
macht eine solche Beladung einen Sinn. Das Auftreten einer apoplastischen Beladung
nur bei den oben erwdhnten vier Pflanzen heil3t nicht, dass es in anderen
Wasserpflanzen keine Phloembeladung gibt. Hier kénnte das Phloem auch
symplastisch beladen werden, worauf die Anwesenheit von Plasmodesmen hinweisen
kénnte (Abb. 127, 128). Nichtsdestoweniger stellen aber die Blatter immer noch die
Hauptquelle der Assimilationsprodukte dar (Krabel et al., 1995). Die photosynthetische
Aktivitat in den Stangeln ist meist deutlich geringer als in den Blattern, so dass sie nicht
ausreicht, um die Wurzeln mit Assimilationsprodukten zu versorgen (Rascio et al.,
1991). Dies gilt vor allem auch fur die untersuchten Helophyten, wie H. vulgaris und M.
aquaticum, bei denen ebenfalls keine Markierungen in den Leitbindeln der Sténgel zu
finden waren.

In den Wurzeln der submersen Makrophyten fanden sich bei einigen der untersuchten
Arten Markierungen der PM-H'-ATPase. Auch hier beschrénken sie sich auf das
Leitgewebe in den Zentralzylindern. Somit sieht es so aus, als ob die Wurzeln nicht in
der Lage waren, HCOj3™ nutzen zu kénnen. Dies scheint auch nicht nétig zu sein, da z.B.
durch mikrobielle Aktivitaten in der Rhizosphéare die Konzentration an anorganischem
Kohlenstoff, vor allem an CO,, deutlich héher liegt als im Wasserkérper (Agami und
Waisel, 1986). Gerade im Hinblick auf Wasserpflanzen, die in sauren Gewé&ssern leben,
wie z.B. das Brachsenkraut /soétes lacustris, dem lediglich CO, im Wasser als
Kohlenstoff-Quelle zur Verfigung steht, stellt das CO; im Sediment eine wichtige
zusatzliche Quelle dar (Richardson et al., 1984). Aber auch Pflanzen wie V. spiralis, die
in alkalischen Gewéassern leben und HCOs3™ flr sich nutzen kénnen, sind in der Lage,
aus dem Sediment Uber ihre Wurzeln CO, aufzunehmen, in den Lakunen der Wurzeln
anzureichern und es von hier aus Uber die Stangel in die Blatter zu transportieren
(Kimber et al., 1999). Dariber hinaus haben die Wurzeln von Wasserpflanzen ihre
Fahigkeit zur Nahrstoffaufnahme nicht, wie friher immer behauptet, verloren, sondern
nutzen diese intensiv (Agami und Waisel, 1986).
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4.3.5 Die asymmetrische Verteilung der PM-H*-ATPase in den Zellen

Bei Beobachtungen der FITC-Fluoreszenz-Markierungen in den Blattern von
Hydrophyten fallt auf, dass sie sowohl in den Epidermiszellen, als auch in den
Mesophyllzellen nicht gleichmafig verteilt sind. Wahrend bei E. canadensis die FITC-
Fluoreszenz in den Zellen der unteren Epidermis noch einigermalien gleich verteilt
erscheint, sieht man bei E. nuttallii eine deutlich unregelmafige Verteilung. Die FITC-
Fluoreszenz ist an den periklinen Innenseiten der unteren Epidermiszellen beider Arten
sichtlich heller als an den Aulenseiten. Gelegentlich fallen auch in den oberen
Epidermiszellen Markierungen der PM-H*-ATPase auf. Auch hier beschranken sie sich
dann auf die periklinen Innenseiten der Zellen. In den ebenfalls polaren Blattern von
Potamogeton lucens und P. perfoliatus zeigt sich auch eine ungleichmallige Verteilung
der Markierungen. Wahrend die Zellen des, im intercostalen Bereichs einschichtigen
Mesophylls eine gleichmalige Fluoreszenz zeigen, ist die Verteilung der Markierungen
in den unteren Epidermiszellen eindeutig asymmetrisch. Hier findet sich an den
periklinen Innenseiten eine deutlich stérkere FITC-Fluoreszenz als an den Aul3enseiten.
Die ungleichmaRige Verteilung der Markierungen in den einzelnen Blattgeweben und in
den Zellen fihrt zur Ausbildung einer physiologischen Blattpolaritdt. An den
Blattunterseiten von polaren Blattern erfolgt eine Ansduerung des Apoplasten und der
Grenzschicht an der Blattoberflache. Hier werden PM-H'-ATPasen benétigt, um H’-
lonen aus den Zellen zu pumpen. Nach einem Model von Prins et al. (1982) mussen
zum Ausgleich an der Blattoberfache OH™-lonen abgegeben werden bzw. die
Membranen fur OH™-lonen durchlassig werden (Weisenseel und Linder, 1990). Dadurch
wird diese Seite alkalischer gegeniber der Blattunterseite. Die Protonenpermeabilitat
der Plasmamembran wird durch einen hohen pH-Wert an der Blattoberseite
aufrechterhalten (Miedema et al., 1992), so dass es sinnvoll erscheint, hier keine PM-
H*-ATPasen arbeiten zu lassen.

Die asymmetrische Verteilung in den Zellen selbst ist weniger leicht zu erklaren. Vor
allem bei P. lucens fallt auf, dass an ) . i Gt —
den periklinen AuBenseiten der S b0 Hee

unteren Epidermiszellen kaum PM- \
H*-ATPasen zu finden sind, wahrend
die periklinen Innenseiten und
Mesophylizellen dicht besetzt sind
(Abb. 285). Eine mogliche
Interpretation der Ergebnisse ware,
dass die Umwandlung von HCOs' in
COz nicht in erster Linie in der von
Prins und Elzenga (1989)
beschriebenen ,boundery layer®, also
der Grenzschicht an der
Blattoberflache, stattfindet, sondern \

im Apoplasten der Blatter. Da HCOg3' L \‘
ebenso wie CO; durch die Zellwande CO2 CO:2
diffundieren kann (Prins et al., 1982;

Krabel et aI., 1995), breitet es sich im  Abb. 285: Moglicher Aufnahme-Mechanismus bei einem polaren Blatt
Apoplasten aus. Dort wird es aufgrund (griin : Verteilung der PM-H'-ATPase in Zellen)

der Protonenabgabe der PM-H'-ATPasen in CO, konvertieren und je nach Konzen-
trationsgefélle entweder durch die Zellmembranen in die angrenzenden Zellen
diffundieren oder in die Interzellularen gelangen, wo es als Reserve ,gelagert® werden
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kann. Dass das darin enthaltene Gas neben O, auch CO; enthalt hat Kniep schon 1915
heraus gefunden.

Die Abgabe von H*-lonen in den Apoplasten anstatt direkt an die Blattoberflache, hat
also einige Vorteile fir die Pflanzen. Die H'-lonen-Abgabe ist effektiver, da die meisten
der abgegebenen Protonen ihren Zweck erzielen, HCO3  in CO, umzuwandeln, ohne
Gefahr zu laufen, dass sie nach Abgabe an die Blattoberfliche mit dem Wasserstrom
~-weggespult werden. Das CO, gelangt direkt in die Zellen von Mesophyll und oberer
Epidermis. Es muss keine langen Diffusionswege mehr von der Blattunterseite zu den
Ubrigen Zellen zuriicklegen.

Die Abgabe von H*-lonen wird durch die Abgabe von OH™-lonen an der adaxialen
Blattseite ausgeglichen. Dadurch wird sie alkalischer als die abaxiale Blattseite, an der
ein Teil der H'-lonen der PM-H*-ATPasen durch Diffusion an die Oberfliche gelangt
und die Grenzschicht ansduert. In der Grenzschicht kann sich dann wie im Apoplasten
HCO3 in CO, umwandeln. Gleichzeitig sinkt aber die Konzentration an HCOg3™ auf dieser
Seite. Daraus folgt, dass HCOg3 vor allem Uber die adaxiale (Oberseite) Blattseite in den
Apoplasten gelangen. Dort entsteht durch die Abgabe der OH-lonen standig neues
HCO3 und bei einem weiteren Anstieg des pH auch CO3?, das sich als CaCOs; auf den
Blattern niederschlagt.

Die nicht polaren, aquifazialen Rund- und Flachblatter der Gbrigen Hydrophyten, die
eine FITC-Fluoreszenz bzw. eine Markierung mit Goldkérner aufwiesen, zeigten in ihren
Epidermiszellen alle das gleiche Verteilungsmuster. Die PM-H'-ATPase war dort
asymmetrisch verteilt. Um die Verteilung besser beurteilen zu koénnen, wurden
exemplarisch fur ein aquifaziales Rundblatt die Goldkérner bei M. spicatum quantitativ
erfasst und als lineare Dichteverteilung ausgewertet. Zum Vergleich wurde sie auch bei
polaren Blattern von Elodea canadensis erfasst.

Dabei zeigte sich, dass bei M. spicatum an den periklinen Au3enseiten deutlich weniger
PM-H*-ATPasen markiert wurden als an den periklinen Innenseiten. Bei E. canadensis
war dies genau umgekehrt. An den Zellen der abaxialen Epidermis zeigten sich die
meisten Markierungen an den periklinen Auflenseiten und die wenigsten an den
periklinen Innenseiten. Daflr waren die Markierungen an den periklinen Innenseiten der
adaxialen Epidermiszellen um so héher. Es scheint so, als ob dichte und weniger dichte
Bereiche von Zelle zu Zelle abwechseln. Dieses Phanomen findet man auch bei M.
spicatum. Die eine antikline Seite der Epidermiszellen enthalt eine dichtere PM-H'-
ATPase-Markierung als die in der unmittelbar daneben liegenden Zelle. Deren dichterer
Bereich ist an ihrer gegeniberliegenden Seite zu finden. Dieses Verteilungsmuster
findet sich auch in allen anderen aquifazialen, nicht polaren Blattern, die hier untersucht
wurden. Die héhere Dichteverteilung der PM-H*-ATPase an den periklinen Innenseiten
der Zellen von M. spicatum kdnnte auch hier die effektivere Nutzung der abgegebenen
H*-lonen sein, wie sie fir die polaren Blatter von P. lucens postuliert wurde. Die héhere
Dichteverteilung an den periklinen Aul3enseiten der abaxialen Epidermiszellen bei E.
canadensis kénnte an einem zu kleinen Apoplasten liegen, so dass die Zellen, um
genugend CO; produzieren zu kdnnen, die Grenzschicht direkt ansauern.

156



4. Diskussion

Bei dieser Verteilung der Markierungen der PM-H*-ATPase in Zellen und Geweben
stellt sich die Frage nach dem Mechanismus der HCO3;-Nutzung. Die Abgabe von H'-
lonen an den Apoplasten hat eine Ansduerung der gesamten Blattoberflache zur Folge,
sowie eine zunehmende Alkalisierung des Cytoplasmas. Die Zellen miussen diese
Abgabe aber wieder ausgleichen, um Nacht Tag

ihren intrazellularen pH aufrecht zu

erhalten. Ein méglicher Weg ware die

zeitlich versetzte Abgabe von H'- OH"
lonen und OH™-lonen. Die Aktivitat

der PM-H"-ATPase wird durch Licht =
induziert (Bellando et al.,, 1995;
Stahlberg und Van Volkenburgh,
1999), d.h. nachts werden keine H'-
lonen in den Apoplasten abgegeben. ]
In dieser Zeit diffundiert sowohl CO,
als auch HCOs3; in den Apoplasten.
Mit Beginn der Bestrahlung nimmt die
PM-H*-ATPase ihre Tatigkeit auf und
pumpt H*-lonen in den Apoplasten, Coz  of-on- cho:r HCO3 Lcozf

wo diese HCO3™ in CO2 umwandeln.

In dieser Zeit sauert sich der

Apoplast immer mehr an, so dass die  Abb. 286: Méglicher Aufnahme-Mechanismus bei einem nicht polaren
Durchlassigkeit der Plasmamembran  Biatt (grin: Verteilung der PM-H*-ATPase )

fur H™-lonen langsam sinkt (Miedema et al., 1996). Mit der Zeit gelangen auch H*-lonen
an der Blattoberflache in die Grenzschicht und sduern diese an. Schlielllich ist die
Permeabilitdt der Plasmamembran fiir H*-lonen so gering, dass die Umwandlung von
HCO;™ gestoppt wird. Méglich ist auch, dass die Menge an HCO3™ im Apoplasten bereits
erschopft ist, lange bevor die Abgabe von H*-lonen gestoppt wird. Dann wird nur noch
in der Grenzschicht HCO3™ in CO, umgewandelt. Mit dem Stopp der Protonenpumpe
kénnen nun die OH-lonen abgegeben und damit der pH in der Zelle reguliert werden.
Die Grenzschicht an der Blattoberflaiche wird langsam alkalisch. Ein Versuch mit M.
spicatum zeigte, dass ihre Blattoberflache nachmittags alkalisch wurde. Da es sich
hierbei jedoch um einen Einzelversuch handelte, missen weitere Untersuchungen
folgen, um diese Hypothesen zu beweisen (Abb.286). Zudem ist nicht geklart, ob sich
dieser Vorgang in Laufe des Tages wiederholt. Denn nach dem Stopp der
Protonenpumpen wird der Apoplast langsam alkalisch und dadurch wird die PM-H*-
ATPase wieder aktiviert (Miedema et al., 1996).

Eine besondere Form eines Reaktionsraumes hat sich bei R. penicillatus entwickelt.
Zwischen einer aufderen und inneren Zellwand an der periklinen Aul3enseite hat sich ein
Jnner space“ gebildet, der ein Teil des Apoplasten darstellt. Darin kann die
Konvertierung von HCOs in CO, stattfinden, ohne dass an der Blattoberflache
Ansduerungen auftreten. Rascio et al. (1999) haben solche inneren Hohlrdume auch
bei Ranunculus trichophyllus entdeckt. Sie vermuten, dass neben der Ansauerung
durch eine PM-H'-ATPase zusétzlich eine apoplastische Kohlensdureanhydrase die
Umwandlung in diesem Raum katalysiert.
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4.4 Auswirkungen des pH auf die PM-H*-ATPase

Das Wachstum von M. spicatum bei verschiedenen pH-Werten zeigte nur geringe
Unterschiede. In morphologischer Hinsicht konnte in den fiinf Versuchswochen an den
Pflanzen der drei Versuchsansatze kaum ein Unterschied festgestellt werden. M.
spicatum wuchs in allen vier Ansatzen gleich schnell und bildete sowohl neue Blatter als
auch neue Wurzeln aus. Ein deutlicher Unterschied war in der Veralgung der
Versuchsansédtze zu beobachten. Wahrend sich bei pH 6.0 das Algenwachstum
zunachst in Grenzen hielt, setzte es bei pH 7.0 und 8.0 recht bald ein, obwohl die
Pflanzen vor Versuchsbeginn grindlich gereinigt wurden. Da alle Versuchspflanzen aus
den Becken des Botanischen Gartens der Universitat Karlsruhe stammten, die ein
alkalisches Milieu aufwiesen, waren die daran anhaftenden Algen an hohe pH-Werte
angepasst. Daher konnten sie sich bei pH 7.0 und 8.0 rascher verbreiten, wahrend sie
sich bei pH 6.0 zunachst adaptieren mussten. Eine weitere Aufféalligkeit war die Bildung
von CaCOg, das sich auf den Blattern der Pflanzen niederschlug. Die Kalkbildung war
bei pH 8.0 am grélten und erfolgte zu einem friheren Zeitpunkt als bei pH 7.0. Bei pH
6.0 konnte keine Kalkbildung beobachtet werden. Der Grund der starken Ausféallung von
CaCOg ist in der hdéheren Photosyntheserate der Pflanzen zu suchen. Durch die
standige Neulieferung von HCO3; beim Wasserwechsel war CO, kein limitierender
Faktor mehr fur die Photosynthese, so dass sich ihre Rate sich erhdhte. Da M. spicatum
die Aufnahme von CO;, der Nutzung von HCOj3; vorzieht (Kirk, 1994), wurde dem
Wasser schlielBlich so viel CO; entzogen, dass sich das Gleichgewicht in Richtung
COs* verschob. Damit stieg der pH weiter an, da die Pufferkapazitit des Wassers an
seine Grenzen stieR. Anhand der pH-Messungen war ersichtlich, dass A pH’ von einem
auf den anderen Tag immer groRer wurde. Das entstandene COs* fillt als Kalk
(CaCOs3) auf den assimilierenden Blattern nieder und bildete zusammen mit den Algen
eine dichte Akrustierung, so dass die Blatter am Ende der Versuchsdauer kaum noch in
der Lage waren, zu assimilieren. Dieser Vorgang, der in der Natur als ,Biogene
Entkalkung® vorkommt, wird dadurch kompensiert, dass sich am apikalen Ende der
Pflanzen neue Blatter bilden, die zundchst nur wenig assimilieren (Schmidt, 1978).
Dadurch akrustiert dort kein Kalk und die Blatter bleiben sauber. Untersuchungen
hinsichtlich eines Vorhandenseins einer PM-H*-ATPase in jungen Blattern zeigten nur
eine geringe Markierung in den Epidermiszellen. Erst wenn die alteren Blatter ihre
Funktion nicht mehr austiben kénnen, Gbernehmen die jingeren Blatter die Assimilation
(Kirk, 1994).

Wahrend der Versuche konnte eine Veranderung in der Lokalisation der PM-H*-ATPase
in den Epidermiszellen festgestellt werden. Bei allen drei Ansatzen mit M. spicatum (pH
6.0, 7.0 und 8.0) wurde die FITC-Fluoreszenz in den Zellen geringer und verschwand
am Ende der Versuchszeit fast vollstdndig. Eine eindeutige Zu- oder Abnahme aufgrund
unterschiedlicher pH-Werte des Umgebungsmilieus konnte nicht festgestellt werden.
Dies zeigten Messungen der FITC-Fluoreszenz-Intensitdten, die mit dem
Computerprogramm TSCNT des CLSM durchgefuhrt wurden. Zunachst reduzierte sich
die FITC-Fluoreszenz in den Epidermiszellen und spater auch in den Mesophylizellen.
Diese Beobachtungen wurden auch bei M. spicatum gemacht, die zunéchst in Wasser
mit einem pH von 6.0 angesetzt wurden, wobei der pH dann im Laufe von flinf Wochen
kontinuierlich anstieg. Eine Anpassung an die sich verringernden Kohlenstoffkonzen-
trationen war hier deutlich zu erkennen. Zu Beginn, bei pH 6.0, mit einem hohen
Angebot an CO, und wenig HCO3', stieg die Photosyntheserate schnell an, da viel
anorganischer Kohlenstoff genutzt wurde. Die Folge war ein rascher Anstieg des pH.

> A pH = pH (2.Tag) — pH (1.Tag)
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Danach konnte nur noch das CO, genutzt werden, das durch Diffusion an der
Wasseroberflache in den Wasserkdrper gelangte. Dadurch verminderte sich die
Photosyntheserate und der pH des Wassers stieg nun langsamer an.

Im selben Versuchsansatz wurde auch M. aquaticum untersucht. Es sollte geprift
werden, in wieweit sie sich an andernde Umweltbedingungen anpassen konnte. Hier
konnten jedoch keine Verdnderungen in der Markierung der PM-H*-ATPase im
Leitgewebe festgestellt werden. Ein Auftreten von neuen Markierungen bei steigendem
pH, z.B. in den Epidermiszellen, konnte nicht beobachtet werden. Wasserpflanzen, wie
M. aquaticum, die obligat in sauren Gewé&ssern wachsen, scheinen nicht in der Lage zu
sein, HCO3, nutzen zu kénnen. Es konnten lediglich ein rasches Sténgel- und
Blattwachstum registriert werden. Jede Woche mussten die Spitzen der Pflanze entfernt
werden, da diese aus dem Wasser herausragten. Eine Ausbildung von
Uberwasserblattern hatte aber zur Folge gehabt, dass die Unterwasserblatter absterben
(deWit, 1990). Helophyten, wie M. aquaticum scheinen durch die Ausbildung von
Luftblattern eine geringe COj,-Konzentration im Wasser kompensieren zu kénnen
(Napp-Zinn, 1984).

Bei der Messung der Membranspannungen wurden die maximalen Spannungs-
amplituden registriert. Sie dienten in erster Linie dazu, die Vitalitdt der Pflanzen zu
beurteilen. Ein Einflul der unterschiedlichen pH-Werte der Wachstumsmedien auf die
Membranspannungen war nicht zu erkennen. Da die Gesamtkonzentrationen aller
lonen an der Innen- und AuRRenseite der Zelle eine Rolle spielen, ist der EinfluR der H*-
lonen, die nach aullen gepumpt werden relativ gering (Plonsey und Barr, 1991). Es
zeigte sich lediglich ein allgemeiner Rickgang der maximalen Spannungsamplituden
gegen Ende der Versuchszeit, was wohl auf eine beginnende Seneszenz
zurtckzufuhren ist.

Zusammenfassend kann also gesagt werden, dass die unterschiedlichen pH-
Bedingungen keinen nennenswerten Einfluss auf die Lokalisation und die Verteilung der
PM-H*-ATPase in den ausgewachsenen Blattern von M. spicatum haben. Die
beobachteten Verminderungen der FITC-Fluoreszenz in Laufe der Versuchszeit sind
wohl auf eine beginnende Seneszenz zuriickzuflihren, da sie in allen vier Ansatzen mit
M. spicatum auftraten.

4.5 Die Kohlenstoff-Konzentrations-Mechanismen

CO; ist in Wasser aufgrund seiner 10.000-mal geringeren Diffusionsgeschwindigkeit der
limitierende Faktor fur die Photosyntheserate von aquatischen, photoautotrophen
Organismen (Prins und Elzenga, 1989). AuRBerdem kann es in verschiedenen
Zustandsformen vorliegen. Je nach pH des Gewaéssers liegt es geldst als CO», als
H,COs, als HCOs oder als COs* vor (Badger, 1987). Die in den unterschiedlichen
Habitaten existierenden Organismen haben daher Strategien entwickelt, um die CO,
Konzentration in ihrer unmittelbaren Umgebung zu erhéhen und dadurch eine héhere
Photosyntheserate zu erzielen (Lucas und Berry, 1985). Neben den oben
besprochenen Mechanismen bei submersen Angiospermen, liegen bei Algen und
Cyanobakterien andere Aufnahmewege vor.

Fur Cyanobakterien wurden verschiedene Modelle vorgeschlagen, wie sie HCOg3™ als
Kohlenstoff-Quelle nutzen kénnen. In allen wird von einer aktiven Aufnahme, entweder
durch einen Symport oder einen Antiport, mit Hilfe einer p-Typ-ATPase ausgegangen
(Badger et al., 1978). Zuséatzlich soll eine Kohlensdureanhydrase, die in der
Plasmamembran lokalisiert ist, am Transport beteiligt sein (Lucas und Berry, 1985).
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Bei grinen Mikroalgen, wie z.B. Chlamydomonas reinhardti  wird eine
Kohlensdureanhydrase im periplasmatischen Raum vermutet, die HCOjs in CO;
umwandelt, so dass dieses dann durch Diffusion oder mit Hilfe einer Pumpe durch die
Plasmamembran gelangt (Badger, 1987).

Fur Characeen gibt es zwei Modelle, wie sie HCOj3; nutzen kdnnten. Das eine
beschreibt einen aktiven H'-lonen-Efflux in sauren Banden und dadurch eine
Umwandlung von HCOj3 in CO,. Die OH-lonen werden in den alkalischen Banden
abgegeben (Ferrier, 1980; Walker et al., 1980). Ein anderes Modell hat Lucas (1985)
vorgeschlagen. Er geht von einer direkten HCO3;-Aufnahme durch einen H*/HCOj3™-
Symporter aus, an dem eine H'-ATPase beteiligt ist. Auch hier wird die Beteiligung
einer Kohlensdureanhydrase diskutiert.

Bei marinen Angiospermen wird ein Mechanismus zur Aufnahme von HCO3™ vermutet,
der dem von Cyanobakterien und Mikroalgen &hnelt. Dabei geht es um eine direkte
Aufnahme von HCOj3™ und eine externe Kohlenséureanhydrase spielt wohl eine wichtige
Rolle (Invers et al., 1999). Untersuchungen an Posidonia oceanica, die im Rahmen
dieser Dissertation durchgefihrt wurden, zeigen in den Epidermiszellen der Blatter
deutliche FITC-Fluoreszenz-Markierungen. Dies koénnte auf einen Konzentrations-
Mechanismus hinweisen, wie er in vielen submersen Sif3wasser-Makrophyten zu
finden ist.

4.6 Ausblick

Die Lokalisation der PM-H*-ATPase in den Geweben von Blattern, Stangel und Wurzeln
sowie ihre Verteilung in den Zellen zeigt neue Aspekte im Kohlenstoff-Konzentrations-
Mechanismus submerser Makrophyten. Diese gilt es jetzt weiter zu verfolgen und zu
bestéatigen oder zu widerlegen. Dazu missen zunéchst die polaren Phasen von einigen
SuRwassermakrophyten bestimmt werden, die die Umgebung der Blattoberflachen
ansauern. Dies kénnte mit Hilfe von mehreren pH-Elektroden erfolgen, wie sie Miedema
und Prins (1992) beschrieben haben. Der in dieser Arbeit angewandte Test mit dem
Indikatorfarbstoff Bromkresolpurpur (2.7) ist fur ld&ngere Messungen ungeeignet, da die
Proben nach einer gewissen Zeit austrocknen.

An zweiter Stelle sollte die Verbesserung des Strukturerhalts bei gleichzeitiger
Aufrechterhaltung der Antigenitat stehen. Vielleicht kénnte eine Formaldehydfixierung
mit Hilfe der Mikrowellentechnik Besserungen bringen. Ansonsten mussen weitere
Fixierungsgemische ausgetestet werden.

Weitere Untersuchungen der Lokalisation der PM-H*-ATPase in Abhangikeit vom pH
misste mit Keimlingen erfolgen, die von Anfang an unter den unterschiedlichen pH-
Bedingungen wachsen. An ihnen kénnte die Ausbildung und Verteilung von PM-H*-
ATPasen im Plasmalemma von Epidermis- und Mesophyllzellen eingehender unter-
sucht werden.
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SuRwasser- und Salzwassermakrophyten sind sekundar ins Wasser zuriickgekehrte
Landpflanzen. Dabei haben sie sich neuen Umweltbedingungen erfolgreich angepasst
und sind heute in allen Gewdassern der Erde zu finden.

Neben Schwierigkeiten, wie Lichtmangel und O,-Mangel, stellt die Verfigbarkeit von
CO;, fur die Wasserpflanzen ein Problem dar. Diese hangt von verschiedenen Faktoren
ab. Zum einen spielt die Temperatur des Wassers eine wichtige Rolle. In kaltem
Wasser kann sich mehr CO; I6sen als in warmem Wasser. Dann hat der pH des
Gewaéssers einen Einfluss auf die Menge an geléstem CO,. Bei einem pH um 9.0 liegt
anorganischer Kohlenstoff fast ausschlielich als HCO3™ vor, bei noch héheren Werten
als COs?". Bei niedrigen pH-Werten, um 6.0, findet sich dagegen Uberwiegend geldstes
CO; bzw. H,CO3 im Wasser. Ein weiterer wichtiger Faktor fir die Verfigbarkeit von CO,
stellt seine Diffusionsgeschwindigkeit dar. Sie ist im Wasser 10.000-mal geringer als in
der Luft, so dass selbst in einem sauren Gewasser, welches mit der Atmosphére im
Gleichgewicht steht, die Verfluigbarkeit von CO; reduziert ist.

Cyanobakterien, Mikroalgen, Makroalgen und viele Wasserpflanzen haben daher
unterschiedliche Strategien entwickelt, um neben CO, auch HCOj; als Kohlenstoff-
Quelle nutzen zu kdnnen. Neben Wasserpflanzen, die alkalische Gewéasser meiden und
so der Reduzierung der CO,-Konzentration durch andere Zustandsformen entgehen
und Sumpfpflanzen, die nach einer kurzen submersen Phase ihre Blatter Gber die
Wasseroberfldche hinaus schieben und an der Luft assimilieren, gibt es zahlreiche
submerse Makrophyten, die in der Lage sind HCO3™ zu nutzen.

Bei einigen Pflanzen, wie z.B. Potamogeton lucens und Elodea canadensis wurden an
den Blattern physiologische Polaritdten festgestellt. Sie sduern die unmittelbare
Umgebung ihrer Blattunterseiten an, wahrend die Blattoberseiten zunehmend
alkalischer werden. Die Untersuchung anderer Hydrophyten ergab meistens eine
Ansduerung der gesamten Blattoberflache. Diese Verdnderung des pH in der
unmittelbaren Umgebung der Blattoberflaichen fihrt dazu, dass das im Wasser
vorhandene HCOs3™ sich in CO, umwandelt und so durch Diffusion Uber die gesamte
Blattoberfléache in die Pflanzen gelangt. Es wurde vermutet, dass die Pflanzen aktiv H*-
lonen an die Umgebung abgeben, um so die CO,-Konzentration an ihren
Blattoberflachen zu erhdhen. Parallel dazu wurden OH™-lonen abgegeben, um den
intrazelluldaren pH aufrecht zu erhalten. Dies erfolgte bei polaren Blattern an der
Blattoberseite, die dadurch alkalisch wurden. Auf welche Weise solche Pflanzen ihren
intrazelluldren pH aufrecht erhielten, die ihre gesamte Blattoberflache ansduerten, war
bis zu diesem Zeitpunkt unklar.

Mit Hilfe eines monoklonalen Antikérpers (46E5B11) konnte in den Epidermiszellen der
Blattunterseite von Elodea canadensis eine 100kDa PM-H*-ATPase lokalisiert werden,
die in den Zellen der Blattoberseite nicht zu finden war. Damit lag die Vermutung nahe,
dass diese mit der Fahigkeit der Nutzung von HCOg3" in Zusammenhang steht.

Neben E. canadensis wurden die Blatter zahlreicher Wasserpflanzen mit Hilfe der
Antigen-Antikérper-Technik durch indirekte Markierung auf ein Vorhandensein der PM-
H*-ATPase hin untersucht. und von einigen ausgewahlten Pflanzen auch die Stéangel
und Wurzeln. Mit dem Fluorochrom FITC, welches an einem sekundaren Antikérper
anhaftete, konnte die Lokalisierung der Protonenpumpe im Konfokalen-Laser-Scanning-
Mikroskop (CLSM) sichtbar gemacht werden. Dabei wurde festgestellt, dass die PM-H*-
ATPase nur bei solchen Pflanzen in den Epidermis- und Mesophyllzellen der Blatter
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vorkam, die HCO3 als Kohlenstoff-Quelle nutzen konnten. Die PM-H*-ATPase wurde in
physiologisch polaren Bléattern in den Epidermiszellen an der Blattunterseite und in den
Mesophylizellen lokalisiert und bei nicht polaren Blattern in der gesamten Epidermis
sowie gelegentlich in den angrenzenden Mesophylizellen. In Blattern von
Wasserpflanzen, die lediglich CO, aufnehmen, fanden sich keine Markierungen,
héchstens in den Leitbindeln war eine FITC-Fluoreszenz zu erkennen. Auch in den
Sténgeln und Wurzeln wurden gelegentlich in den Leitblindeln Markierungen entdeckt.
Dies zeigte, dass die Pflanzen nur tGber die Blatter in der Lage sind, HCOg3" zu nutzen.

Diese Ergebnisse wurden durch histologische und cytologische Untersuchungen mit
dem Licht- und Elektronenmikroskop ergéanzt. Dabei fanden sich strukturelle
Besonderheiten in Blattern, Stangel und Wurzeln, die mit dem Vorkommen einer PM-
H*-ATPase und mit der Nutzung von HCOj3 in Verbindung stehen. Biochemische
Untersuchungen zeigten die Spezifitdt des eingesetzten monoklonalen Antikdrpers
gegen die PM-H*-ATPase.

Die Untersuchungen mit dem CLSM zeigten neben der ungleichen Verteilung in den
verschiedenen Blattgeweben auch eine asymmetrische Verteilung in den einzelnen
Zellen. Nach der Ermittlung einer optimalen Fixierung fur die Elektronenmikroskopie, bei
der sowohl die Struktur als auch die Antigenitat fur den Antikdrper erhalten blieb, wurde
die Verteilung der PM-H*-ATPase im Elektronenmikroskop mit einer
Immunogoldmakrierung untersucht. Dabei zeigte sich, dass die Lokalisationen der
Protonenpumpen vor allem an den Plasmamembranen der periklinen Innenseiten der
Epidermiszellen, den antiklinen Seiten und im Plasmalemma der angrenzenden
Mesophylizellen lagen.

Mit Hilfe dieser Ergebnisse konnten zwei Hypothesen Uber die Aufnahmemechanismen
von HCOg3™ bei polaren und nicht polaren Blattern von Wasserpflanzen erstellt werden.
Die asymmetrische Verteilung der PM-H*-ATPase in den Blattern von Wasserpflanzen,
sowohl in den Geweben als auch auf cytologischer Ebene legt die Vermutung nahe,
dass bei polaren Blattern HCOg3™ in erster Linie Uber die Blattoberseite in den
Apoplasten gelangt und dort in CO, umgewandelt wird. Die Ansduerung der
Blattunterseite kommt durch die Ansduerung des Apoplasten zustande. Dort wird
ebenfalls HCO3 in CO, umgewandelt und aufgenommen.

Die Verteilung der PM-H'-ATPase in nicht polaren Blattern l&sst einen anderen
Aufnahmemechanismus vermuten. Die Ansduerung des Apoplasten und der
Blattoberflache kdnnte zeitlich versetzt von der Abgabe der OH'-lonen stattfinden. Mit
Beginn der Belichtung werden H*-lonen in den Apoplasten und an die Blattoberflache
abgegeben. Ab einem bestimmten pH im Apoplasten wird die Aktivitdt der PM-H'-
ATPase dann gehemmt und die H'-lonen-Abgabe gestoppt. Jetzt kénnen OH™-lonen
abgeben werden, um den intrazelluldren pH zu regulieren.

Da der extrarzelluldre pH einen bedeutenden Einfluss auf die Aktivitat der PM-H*-
ATPase hat, wurde M. spicatum und M. aquaticum tber finf Wochen bei verschiedenen
pH-Werten gehalten. Eine Messung der Membranspannung wahrend der Versuchszeit
zeigte jedoch kaum einen Einfluss. Bei der Lokalisation und der Verteilung der PM-H'-
ATPase konnten Veradnderungen bemerkt werden, die jedoch eher auf eine
Degeneration der Blatter als auf einen tatsédchlichen Effekt der unterschiedlichen pH-
Werte zuriickzufuhren sind.

Der Nachweis der PM-H*-ATPase und ihre asymmetrische Verteilung in den Zellen wirft
neue Fragen auf und zeigt, dass der Mechanismus der HCOs3-Nutzung noch nicht
restlos verstanden ist.

162



6. Literatur

6. Literatur

AcamI, M.; WAISEL, Y. (1986): The ecophysiology of roots of submerged vascular plants;
Physiol. Vég.; 24 (5); 607-624

ALBERTS, B.; BRrRAY, D.; LEwiS, J.; RAFF, M.; ROBERTS, K.; WATSON, J. D. (1995):
Molekularbiologie der Zelle; 3. Auflage; VCH; Weinheim

ANDRIA, J. R.; PEREZ-LLORENS, J. L.; VERGARA, J. J. (1999): Mechanisms of inorganic
carbon aquisition in Gracilaria gaditana nom. prov. (Rhodophyta); Planta;
208; 564-573

ANGELSTEIN, U. (1911): Uber die Kohlensaureassimilation submerser Wasserpflanzen in
Bikarbonat- und Karbonatlésungen; Beitr. Biol. Pfl.; 10; 87-117

ARENS, K. (1933): Physiologisch polarisierter Massenaustausch und Photosynthese bei
submersen Wasserpflanzen 1; Planta; 20; 622-658

BADGER, M. R. (1987): The CO,-concentrating mechanism in aquatic phototrophs; in:
Hatch, M. D.; Boardman, N. K.(eds): The Biochemistry of Plants; Vol. 10:
Photosynthesis; Academic Press, Inc.; San Diego, New York, Berkeley,
Boston, London, Sydney, Tokyo, Toronto; 219-274

BADGER, M.R.; ANDREWS, T.J. (1982): Photosynthesis and inorganic usage by the
marine cyanobacterium, Synechococcus sp.; Plant Physiol.; 70; 517-523

BADGER, M.R.; KAPLAN, A.; BERRY, J.A. (1978): A mechanism for concentrating CO; in
Chlamydomonas reinhardti and Anabaena variabilis and its role in
photosynthetic CO, fixation; Carnegie Inst.; Washington Yearb.; 77; 251-261

BAIN, J. T.; PROCTOR, M. C. F. (1980): The requirement of aquatic bryophytes for free
CO;, as an inorganic carbon source: some experimental evidence; New
Phytologist; 86; 393-400

BAUR, M.; MEYER, A. J.; HEUMANN, H.-G.; LUTZELSCHWAB, M.; MICHALKE, W. (1996):
Distribution of plasma membrane H*-ATPase and polar current patterns in
leaves and stems of Elodea canadensis; Bot. Acta; 109; 382-387

BECKER, D.; ZEILINGER, C.; LOHSE, G.; DEPTA, H.; HEDRICH, R. (1993): Identification and
biochemical characterization of the plasma membrane H'-ATPase in guard
cells of Vicia faba L.; Planta; 190; 44-50

BELLANDO, M.; MARRE, M.T.; SACCO, S.; TALARICO, A.; VENEGONI, A.; MARRE, E. (1995):
Transmembrane potential-mediated coupling between H* pump operation
and K" fluxes in Elodea densa leaves hyperpolarized by fusicoccin, light or
acid load; Plant, Cell Environ.; 18; 963-976

BOHLE, H. W. (1995): Spezielle Okologie: Limnische Systeme; Springer Verlag; Berlin,
Heidelberg

163



6. Literatur

BOUCHE-PILLON; S.; FLEURAT-LESSARD, P.; FROMONT, J.-CH.; SERRANO, R.; BONNEMAIN,
J.-L. (1994): Immunlocalization of the plasma membrane H*-ATPase in minor
veins of Vicia faba in relation to phloem loading; Plant Physiol.; 105; 691-697

Bozzo, G. G.; CoLmAN, B. (2000): The induction of inorganic carbon transport and
external carbonic anhydrase in Chlamydomonas reinhardltii ist regulated by
external CO; concentration; Plant, Cell Environ.; 23; 1137-1144

BRADFORD, M. M. (1976): A rapid and sensitive method for the quantitation of microgram
quantities of protein utilizing the principle of protein- dye binding; Anal.
Biochem.; 72; 248-254

BRISKIN, D. P.; REYNOLDS-NIESMAN, I. (1991): Determination of H*/ATP stoichiometry for
the plasma membrane H*-ATPase from red beet (Beta vulgaris L.) storage
tissue; Plant Physiol.; 95; 242-250

BRORSON, S. H.; HANSEN, A. R.; NIELSEN, H. Z.; WOXEN, I. K. (2001): A comparative
study of the immunogold labeling on H;O»-treated and heated epoxy
sections; Micron; 32;147-151

BRUNNER, G. (1953): Wasserpflanzen, Beschreibung, Bewertung und Kulturpraxis der
wichtigsten in Vivarien gehaltenen Wasser- und Sumpfpflanzen; Gustav
Wenzel & Sohn; Braunschweig

CamoNI, L.; IoRrl, V.; MARRA, M.; Abuccl, P. (2000): Phosphorylations-dependent
interaction between plant plasma membrane H*-ATPase and 14-3-3 proteins;
J. Biol. Chem.; 275; 9919-9923

CAMPBELL, A.(1983): Was lebt im Mittelmeer. Pflanzen und Tiere der Mittelmeerkisten
in Farbe; Kosmos Natur Fihrer; Franckh’sche Verlagshandlung, Stuttgart

CaspPeR; S. J.; KrRAuscH, H.-D. (1980a): Pteridophyta und Anthophyta, 1. Teil:
Lycopodiaceae in: Ettl, H.; Gerloff, J.; Heynig, H. (Hrsg): Stllwasserflora von
Mitteleuropa; Bd. 23; Gustav Fischer Verlag; Stuttgart, New York

CasPeERr; S. J.; KRAuscH, H.-D. (1980b): Pteridophyta und Anthophyta, 2. Teil:
Saururaceae bis Asteraceae in: Ettl, H.; Gerloff, J.; Heynig, H. (Hrsg):
SuRwasserflora von Mitteleuropa; Bd. 24; Gustav Fischer Verlag; Stuttgart,
New York

CoLEMAN, J.R.; GROSSMANN, A. R. (1984): The biosynthesis of carbonic anhydrase in
Chlamydomonas reinhardtii during adaptation to low CO,; Proc. Natl. Acad.
Sci., USA, 81, 6049-6053

DALE, H. M. (1957): Developmental studies of Elodea canadensis Michx. Il
Experimental studies on morphological effects of darkness; Can. J. Bot.; 35;
51-54

DAME, J. B.; SCARBOROUGH, G. A. (1980): Identification of the hydrolytic moiety of the
Neurospora plasma membrane H'-ATPase and demonstration of a
phophoryl-enzyme intermediate in its catalytic mechanism; Biochemistry; 19;
2931-2937

164



6. Literatur

DANSCHER, G. (1981): Localization of gold in biological tissue: a method for light and
electron microscopy, Histochemistry, 71, 81-88

DEBROSSES; G.; STELLING, J.; RENAUDIN, J. P. (1998): Dephosphorylation activates the
purified plant plasma membrane H*-ATPase. Possible function of
phosphothreonine residues in a mechanism not involving the regulatory C-
terminal domain of the enzyme; Eur. J. Biochem.; 251; 496-503

De WiT, H. C. D. (1990): Aquarienpflanzen; 2. Gberarb. u. neugestaltete Aufl.; Eugen
Ulmer Verlag GmbH & Co; Stuttgart

DEWITT, N. D.; HONG, B.; SussMANN, M. R.; HARPER, J. F. (1996): Targeting of two
Arabidopsis H*-ATPase isoforms to the plasma membrane; Plant Physiol.;
112; 833-844

DEWITT; N. D.; SussMANN, M. R. (1995): Immuno-cytochemical localization of an
epitope-tagged plasma membrane proton pump (H*-ATPase) in phloem
companion cells; Plant Cell; 7; 2053-2067

ECKERT, W. A.; KARTENBECK, J. (1997): Proteine: Standardmethoden der Molekular- und
Zellbiologie; Springer Verlag, Berlin, Heidelberg, New York

ELZENGA, J. T. M. (1989): The mechanism for bicarbonate utilization in water plants;
Proefschrift; Rijksuniversiteit Groningen

ELZENGA, J. T. M.; PRINS, H. B. A. (1989a): Light-induced polar pH changes in leaves of
Elodea canadensis. |. Effects of carbon concentration and light intensity;
Plant Physiol.; 91; 62-67

ELZENGA, J. T. M.; PRINS, H. B. A. (1989b): Light-induced polar pH changes in leaves of
Elodea canadensis. |l. Effects of ferricyanide: Evidence for modulation by the
redox state of the cytoplasm,; Plant Physiol.; 91; 68-72

ETTL, H.; GERLOFF, J.; HEYNIG, H. (1980): StuRwasserflora von Mitteleuropa; Bd. 23 u.
24; Gustav Fischer Verlag; Stuttgart, New York

FALkowsKI, P. G.; RAVEN, J. A. (1997): Aquatic photosynthesis; Blackwell Science

FERRIER, J. M. (1980): Apparent bicarbonate uptake and possible plasmamembran
proton flux in Chara corallina; Plant Physiol.; 66; 1198-1199

FLEGLER, S. L.; HECKMANN JR., J. W.; KLOMPARENS, K. L. (1995): Elektronenmikroskopie.
Grundlagen, Methoden, Anwendungen; Spektrum Akademischer Verlag;
Heidelberg, Berlin, Oxford

FRANCESCHI, V. R.; Lucas, W. J. (1980): Structure and possible function(s) of
charasomes; complex plasmalemma-cell wall elaborations present in some
characean species; Protoplasma; 104; 253-271

FrRANCI, C.; VIDAL, C. (1988): Coupling redox and encymic reactions improves the
sensitvity of the ELISA-spot assay; J. Immunol. Methods; 107; 239-244

165



6. Literatur

Fu, H.; SUBRAMANIAN, R. R.; MASTERS, S. C. (2000): 14-3-3 proteins: structure, function
and regulation; Annu. Rev. Pharmacol. Toxicol.; 40; 617-647

GESSNER, F. (1968): Die Zellwand mariner Phanerogamen; Marine Biol.; 1; 181-200

Gisl, U.; SCHULIN, R.; STADELMANN, F. X.; STRICHER, H. (1997): Bodendkologie; 2. neu
bearb. u. erw. Auflage; Georg Thieme Verlag, Stuttgart, New York

HAFNER, L.; PHILIPP, E. (1996): Okologie, in: Materialien fir den Sekundarbereich I,
Biologie; Schroedel Schulbuchverlag, Hannover

HASSMAN, M., INANC, N. (1957): Investigations on the anatomical structure of certain
submerged, floating and amphibious hydrophytes; Istambul Univ. Fen Fak.
Mecm., Ser. B; 22; 137-153

HELDER, R.J. (1975): Polar potassium transport and electrical potential difference across
the leaf of Potamogeton lucens L.; Proceedings Koninkijke Nederlandse
Academie van Wetenschappen; C 78; 189-197

HEeRr, D. (1999): Pflanzenphysiologie; Verlag Eugen Ulmer; Stuttgart

HESSE, H. (1904): Beitrage zur Morphologie und Biologie der Wurzelhaare; Dissertation,
Jena

HEUMANN, H.-G. (1992): Microwave-stimulated glutaraldehyde and osmium tetroxide
fixation of plant tissue: ultrastructural preservation in seconds;
Histochemistry; 97; 341-347

HEYN, ERICH (1975): Wasser. Ein Problem unserer Zeit; Themen zur Geographie und
Gemeinschaftskunde; 3. Auflage; Verlag Moritz Diesterweg; Frankfurt a. M.,
Berlin, Miinchen

HUTZLER, P.; FISCHBACH, R.; HELLER, W.; JUNGBLUT, T. P.; REUBER, S.; ScHMITZ, R;
VEIT, M.; WEISSENBOCK, G.; SCHNITZLER, J.-P. (1998): Tissue localization of
phenolic compounds in plants by confocal scanning microscopy; J. Ex. Bot;
49; 323; 953-965

INVERS, O.; PEREz, M.; ROMERO, J. (1999): Bicarbonate utilization in seagras
photosynthesis: role of carbonic anhydrase in Posidonia oceanica (L.) Delile
and Cymodocea nodosa (Ucria) Ascherson; J. Exp. Mar. Biol. Ecol.; 235,
125-133

JAHN, T.; BALUSKA, F.; MICHALKE, W.; HARPER, J. F.; VOLKMANN, D. (1998): Plasma
membrane H'-ATPase in the root apex: Evidence for strong expression in
xylem parenchyma and asymmetric localization within cortical and epidermal
cells; Physiol. Plant.; 104; 311-316

JAHNKE, L. S.; EIGHMY, T. T.; FAGERBERG, W. R. (1991): Studies of Elodea nuttallii grown
under photorespiratory conditions. |. Photosynthetic characteristics; Plant
Cell Environ.; 14; 147-156

166



6. Literatur

JURZITZA, G. (1987): Anatomie der Samenpflanzen; Georg Thieme Verlag; Stuttgart,
New York

KADONO, Y. (1980): Photosynthetic carbon sources in some Potamogeton species; Bot.
Mag. Tokyo; 93; 185-194

KAPLAN, A. (1985): Adaptation to CO; levels: Induction and the mechanism for inorganic
carbon uptake, in: Lucas, W.J.; Berry, J.A. (eds.) (1998): Inorganic Carbon
Uptake by Aquatic Photosynthetic Organisms; chapter 21; American Socoety
of Plant Physiologists; Symposium Series; Rockville; MD; 325-338

KAPLAN, A.; BADGER, M. R.; BERRY, J. A. (1980): Photosynthesis and intracellular
inorganic carbon pool in the blue-green alga Anabaena variabilis: Response
to external CO; concentration; Planta; 149; 219-226

Kaspar, H. (1992): Pflanzen im Aquarium: lhre Funktion und Pflege; 2. Uberarb.
Auflage; Ulmer Verlag, Stuttgart

KETTNER, C. (1999): Elektrophysiologische Charakterisierung der vakuoldren H*-
ATPase von Saccharomyces cerevisiae; Shaker Verlag; Aachen

KIMBER, A.; CRUMPTON, W.G.; PARKIN, T.B.; SPALDING, M.H. (1999): Sediment as a
carbon source for the submersed macrophyte Vallisneria; Plant, Cell
Environ.; 22; 1595-1600

KIRK, J. T. O. (1994): Light and photosynthesis in aquatic ecosystems; 2" edition;
Cambridge University Press; Cambridge

KNIEP, H. (1915): Uber den Gasaustausch der Wasserpflanzen: ein Beitrag zur Kritik
der Blasenzahlmethode ; Jb. Wiss. Bot.; 56; 460-510

KRABEL, D.; ESCHRICH, W.; GAMALEI, Y. V.; FROMM, J.; ZIEGLER, H. (1995): Aquisition of
carbon in Elodea canadensis Michx.; J. Plant Physiol.; 145; 50-56

KRAUSCH, H.-D. (1996): Farbatlas der Wasser- und Uferpflanzen; Eugen Ulmer GmbH,;
Stuttgart

KYHSE-ANDERSEN, J. (1984): J. Biochem. Biophys. Methods; 10; 203-209

LAEMMLI, U. K. (1970): Cleavage of structural proteins during assembly of the head of
baceriophage T4; Nature, 227; 680-685

LAMPERT, W.; SOMMER, U. (1993): Limnodkologie; Georg Thieme Verlag, Stuttgart, New
York

LONGSTRETH, D. J. (1989): Photosynthesis and photorespiration in freshwater emergent
and floating plants; Aquatic Botany; 34; 287-299

Lucas, W. . (1983): Photosynthetic assimilation of exogenous HCOj3™ by aquatic plants;
Ann. Rev. Plant Physiol, 34, 71-104

167



6. Literatur

Lucas, W. J. (1985): Bicarbonate utilization by Chara: A re-analysis; in: Lucas, W. J.;
Berry, J. A. (eds): Inorganic carbon uptake by aquatic photosynthetic
organisms; Chapter 16; American Society of Plant Physiologists: Symposium
series; Rockville, MD; 229-254

Lucas, W. J.; BERRY, J. A. (1985): Inorganic carbon transport in aquatic photosynthetic
organisms; Physiol. Plant.; 65; 539-543

Lucas, W-J.; BRECHIGNAC, F.; MIMURA, T.; ORoss, J. W. (1989): Charasomes are not
essential for photosynthetic utilization of exogenous HCOj; in Chara
corallina; Protoplasma; 151; 106-114

LUTTGE, U.; KLUGE, M.; BAUER, G. (1988): Botanik; VCH-Verlag, Weinheim
LUTTGE, U.; HIGINBOTHAM, N. (1979): Transport in plants; Springer Verlag; New York

LOTZELSCHWAB, M. (1990): Biochemische und immunologische Charakterisierung von
Funktionen der Plasmamembran in Curcurbita pepo L.. Evidenz fir
Heterogenitat der Plasmamembran; Inaugural-Dissertation in der Fakultat fur
Biologie der Albert-Ludwig-Universitat, Freiburg i. Br.

LYR, H.; STREITBERG, H. (1955): Die Verbreitung von Hydropoten in verschiedenen
Verwandtschaftskreisen der Wasserpflanzen; Wiss. Z. Univ. Halle; Jahrg.4;
3; 471-484

MABERLY, S. C.; SPENCE, D. H. N. (1983): Photosynthetic inorganic carbon use by
freshwater plants; J. Ecol.; 71; 705-724

MADSEN, T. V.; SAND-JENSEN, K. (1991): Photosynthetic carbon assimilation in aquatic
macrophytes; Aquatic Botany; 41; 5-40

MALERBA, M.; BIANCHETTI, R. (2001): 14-3-3 protein-activated and autoinhibited forms of
plasma membrane H*-ATPase; Biochem. Biophys. Res. Com.; 286; 984-990

MARRE, M. T.; ALBERGONI, F.G.; MORONI, A.; MARRE, E. (1989): Light-induced activation
of electrogenic H'-extrusion and K uptake in Elodea densa depends on
photosynthesis and is mediated by the plasma membrane H*-ATPase; J.
Exp. Bot.; 40; 212; 343-352

MATSUDA, Y.; WIiLLIAMS, T. G.; CoLMAN, B. (1999): Quantification of the rate of CO,
formation in the periplasmatic space of microalgae during photosynthesis. A
comparison of whole-cell rate constants for CO, and HCO3™ uptake among
three species of the green alga Chlorella; Plant Cell Environ.; 22; 397-405

McCuLLy, M. E.; DALE, H. M. (1961): Heterophylly in Hippuris, a problem in
identification; Can. J. Bot. 39; 1099-1116

MICHELET, B.; BOUTRY, M. (1995): The plasma membrane H*-ATPase. A high regulated
enzyme with multiple physiological functions; Plant Physiol.; 108; 1-6

MIEDEMA, H.; FELLE, H.; PRINS, H. B. A. (1992): Effect of high pH on the plasma
membrane potential and conductance in Elodea densa; J. Membr. Biol. 128;
63-49

168



6. Literatur

MIEDEMA, H.; PRINS, H. B. A. (1992): Coupling of proton fluxes in the polar leaves of
Potamogeton lucens L.; J. Exp. Bot. 43; 252; 907-914

MIEDEMA, H.; STAAL, M.; PRINS, H. B. A. (1996): pH-induced proton permeability
changes of plasma membrane vesicles; J. Membr. Biol.; 152; 159-167

MiYAcHI, S.; Tsuzuki, M.; YAGAwA, Y. (1985): Carbonic anhydrase in various
microalgae, in: Lucas, W. J.; Berry, J. A. (eds.) (1998): Inorganic carbon
uptake by aquatic photosynthetic organisms; chapter 11; American Society of
Plant Physiologists; Symposium Series; Rockville; MD; 145-154

MoDIGH, M.; LORENTI, M.; MAzzELLA, L. (1998): Carbon assimilation in Posidonia
oceanica: Biotic determinants; Bot. Marina, 41,249-256

MOLLENHAUER, H. H. (1964): Plastic embedding mixtures for the use in electron
microscopy; Stain Techn.; 39; 111-114

M@LLER, J. V.; JuuL; B.; LE MAIRE, M. (1996): Structural organization, ion transport and
energy transduction of p-type-ATPase; Biochim. Biophys. Acta; 1286; 1-51

MORSOMME, P.; BOUTRY, M. (2000): The plasma membrane H'-ATPase: structure,
function and regulation; Biochim. Biophys. Acta; 1465; 1-16

MuNK, K. (Hrsg.) (2000): Grundstudium Biologie; Biochemie, Zellbiologie, Okologie,
Evolution; Spektrum Akademischer Verlag; Heidelberg, Berlin

NAPP-ZINN, K. (1973): Anatomie des Blattes, Il. Blattanatomie der Angiospermen, A.
Entwicklungsgeschichtliche und topografische Anatomie des
Angiospermenblattes in: Zimmermann, W.; Carlquist, S.; Ozenda, P.; Wulff,
H. D.: Handbuch der Pflanzenanatomie; 2. neubearb. Auflage; Spez. Telil;
Bd. VIII, Teil 2A; Gebrider Borntraeger, Berlin, Stuttgart

NAPP-ZINN, K. (1984): Anatomie des Blattes, Il. Blattanatomie der Angiospermen, B.
Experimentelle und &kologische Anatomie des Angiospermenblattes in:

Braun, H. J.; Carlquist, S.; Ozenda, P.; Roth, |.: Handbuch der
Pflanzenanatomie; Spez. Teil; Bd. VIII, Teil 2B; Gebrider Borntraeger, Berlin,
Stuttgart

NEWMAN, G. R. (1989): LR-White embedding medium for colloidal gold methods in:
Hayat, M. A. (ed.): Colloidal Gold: Principles, Methods and Applications; Vol.
2; Academic Press, New York; 47-73

NEWMAN, J. R.; RAVEN, J. A. (1999): CO; is the main inorganic C species entering
photosynthetically active leaf protoplasts of the freshwater macrophyte
Ranunculus penicillatus ssp. pseudofluitans; Plant Cell Environ.; 22; 1019-
1026

NORDHORN-RICHER, G. (1984): Primare Fluoreszenz bei Moosen; LEITZ-Mitt. Wiss. u.
Techn.; Bd. VIII; Nr. 6; 167-170

169



6. Literatur

OBERMEYER, G.; LUTZELSCHwWAB, M.; HEUMANN, H.-G.; WEISENSEEL, M. H.(1992):
Immunolocalization of H*-ATPase in the plama membrane of pollen grains
und pollen tubes of Lilium longiflorum; Protoplasma; 171; 55-63

OLivARl, C.; MeaNTI, C.; DE MICHELIS, M. |.; RASI-CALDOGNO, F. (1998): Fusicoccin
binding to its plasma membrane receptor and the activation of the plasma
membrane H*-ATPase; Plant Physiol.; 116; 529-537

OUFATTOLE, M.; ARANGO, M. BouTRY, M. (2000): Identification and expression of three
new Nicotiana plumbaginifolia genes which encode isoforms of a plasma-
membrane H*-ATPase, and one of which is induced by mechanicel stress;
Planta; 10; 715-722

PALADE, G. E. (1952): A study of fixation for the electron microscopy; J. Exp. Med.; 95;
285-298

PALMGREN, M. G. (1991): Regulation of plasma membrane H*-ATPase; Physiol. Plant.;
83; 314-323

PALMGREN, M. G. (1998): Proton gradients and plant growth: Role of the plasma
membrane H*-ATPase, in: Callow, J.A. (1998): Advances in botanical
research; Vol. 28; Academic Press; San Diego, London, Boston, New York,
Sydney, Tokyo, Toronto

PALMGREN, M. G. (2001): Plant plasma membrane H'-ATPases: Powerhouses for
nutrient uptake; Annu. Rev. Plant. Physiol. Plant Mol. Biol.; 52; 817-845

PALMGREN, M. G.; CHRISTENSEN, G. (1994): Functional comparison between plasma
membrane H*-ATPase isoforms expressed in yeast; J. Biol. Chem.; 269;
3027-3033

PALMGREN, M. G.; SOMMARIN, M.; SERRANO, R.; LARRSON, C. (1991): Identification of an
autoinhibitory domain in the C-terminal region of the plasma membrane H*-
ATPase; J. Biol. Chem.; 266; 20470-20475

PARETS-SOLER, A.; PARDO, J. M.; SERRANO, R. (1990): Immunocytolocalization of
plasma membrane H*-ATPase; Plant Physiol.; 93; 1654-1658

PLONSEY R.; BARR, R.C. (1991): Bioelectricity. A quantitative Approach; Plenum Press;
New York

PRICE, G. D.; WHITECROSS, M. J. (1983): Cytochemical localization of ATPase activity on
the plasmalemma of Chara corallina; Protoplasma; 116; 65-74

PRICE; G. D.; BADGER, M. R. (1985): Inhibition by proton buffers of photosynthetic
utilization of bicarbonate in Chara corallina; Aust. J. Plant Physiol.; 12; 257-
267

PRINS, H. B. A.; DEGUIA, M. B. (1986): Carbon source of the water soldier, Stratiotes
aloides L.; Aquat. Bot.; 26; 225-234

PrRINS, H. B. A.; ELzenGA, J.T.M. (1989): Bicarbonate utilization: Function and
mechanism; Aquat. Bot.; 34; 59-83

170



6. Literatur

PRINS, H. B. A.; SNEL, J. F. H.; HELDER, R. J.; ZANSTRA, P. E. (1980): Photosynthetic
HCOs5 utilization and OH" excretion in aquatic angiosperms. Light induced pH
changes at the leaf surface; Plant Physiol.; 66; 818-822

PRINS, H. B. A.; SNEL, J. F. H.; ZANSTRA, P. E.; HELDER, R. . (1982): The mechanism of
bicarbonate assimilation by the polar leaves of Potamogeton and Elodea.
CO; concentrations at the leaf surface; Plant Cell Environ.; 5; 207-214

RaAsclo, N.; CuccATo, F.; VECCHIA, F. D.; LA RoccA, N.; LARCHER, W. (1999): Structural
and functional features of the leaves of Ranunculus trichophyllus Chaix., a
freshwater submerged macrophophyte®; Plant Cell Environ.; 22; 205-212

Rascio, N.; MARIANI, P.; TomMmASINI, E.; BODNER, M.; LARCHER, W. (1991):
Photosynthetic strategies in leaves and stems of Egeria densa; Planta; 185;
297-303

RAsPAIL (1833): Nouv. Systéme de chim. org.

RAUH, W.; SENGHAS, K.(1988): Schmeil Fitschen: Flora von Deutschland und seinen
angrenzenden Gebieten; Quelle & Meyer Verlag, Heidelberg, Wiesbaden, 88.
Auflage

RAVEN, J. A.; OSBORNE, B. A.; JOHNSTON, A. M. (1985): Uptake of CO, by aquatic
vegetation; Plant Cell Environ.; 8; 417-425

REYNOLDS, E. S. (1963): The use of lead citrate at high pH as an electron opaque stain
in electron microscopy; J. Cell Biol.; 17; 208-212

RICHARDSON, K.; GRIFFITHS, H.; REED, M. L.; RAVEN, J. A.; GRIFFITHS, N. M. (1984):
Inoganic carbon assimilation in the Isoetids, Isoetes lacustris L. and Lobelia
dortmanna L.; Oecologia; 61; 115-121

RICHTER, G. (1996): Biochemie der Pflanzen; Georg Thieme Verlag; Stuttgart, New York
RIEDE, W. (1921): Untersuchungen Uber Wasserpflanzen; Flora 114; 1-118

RIEDL, R. (1983): Fauna und Flora des Mittelmeeres; 3. Auflage; Verlag Paul Parey;
Hamburg, Berlin; 1983

ROELOFs, J. G. M.; SCHURKES, J. A. A.; SmMITs, A. J. M. (1984): Impact of acidification
and eutrophication on macrophyte communities in soft waters. Il
Experimental studies; Aquatic Bot.; 18; 389-411

SAND-JENSEN, K. (1983): Photosynthetic carbon source of stream macrophytes; J. Exp.
Bot., 34; 198-210

SCHENK, H. (1886): Vergleichende Anatomie der submersen Gewéachse; Bibl. bot. 1; 1-
67

% Wort im Titel so falsch geschrieben.
171



6. Literatur

SCHMIDT, E. (1978): Okosystem  See. Das  Beziehungsgefliige  der
Lebensgemeinschaften im eutrophen See und die Gefahrdung durch
zivilisatorische Eingriffe; 3. Auflage; Quelle und Meyer Verlag, Heidelberg,

SCHREIBER, E. (1922): Uber die Kuticula der submersen Wasserpflanzen; Osterr. bot.
Z.;71; 87-89

SCHWOERBEL, J. (1980): Methoden in der Hydrobiologie, StfRwasserbiologie; 2. neu
bearbeitete Auflage; G. Fischer Verlag; Stuttgart

SCULTHORPE, C.D. (1985): The biology of aquatic vascular plants; Koeltz Scientific
Books; Kéngstein; 1985 (Reprint von 1967)

SEBALD, O.; SEYBOLD, S.; PHILIPPI, G. (1990): Die Farn- und Blutenpflanzen Baden-
Wirtembergs; Bd. 4; Spez. Teil (Spermatophyta, Unterklasse Rosidae)
Haloragaceae bis Apiaceae; Verlag Eugen Ulmer; Stuttgart

SEIDELIN, A. (1910): The structure and biology of arctic flowering plants. 1. 5.
Hippuridaceae, Halorrhagidaceae and Callitrichaceae; Medd. om Grgnland,
36; 295-332

SHARPE, V.; DENNY, P. (1976): Electron microscope studies on the absorption and
localization of lead in the leaf tissue of Potamogeton pectinatus L.; J. Ex.
Bot.; 27; 101; 1155-1162

SITTE, P.; ZIEGLER, H.; EHRENDORFER, F.; BRESINSKY, A. (1998): Stralburger Lehrbuch
der Botanik; 34. Auflage; Gustav Fischer Verlag; Stuttgart, Jena, New York

SKJ@RTEN, F. J.; BRORSON, S. H.; ROALD, B.; STR@Mm, E. H.; LUND, B. (1992): The use of
postembedding immunoelectron microscopy in the diagnosis of glomerular
diseases; APMIS; 100; 1001-1007

SKULACHEV, V. P. (1994): Bioenergetics: the evolution of molecular mechanisms and the
development of bioenergetic concepts; Antonie van Leeuwenhoek; 65; 271-
284

SOKOLOWSKAJA, A. (1929): Uber die Schleimorgane der Myriophyllum-Arten und ihre
Uberwinterungsweise; Flora; 124; 204-214

SPENCE, D. H. N.; MARBERLY, S. C. (1985): Occurence and ecological importance of
HCO3; use among aquatic higher plants, in: Lucas, W.J.; Berry, J.A. (eds):
Inorganic Carbon Uptake by Aquatic Photosynthetic Organisms; American
Society of Plant Physiologists; Rockville, MD; 125-143

STAHLBERG, R.; VAN VOLKENBURGH, E. (1999): The effect of light on membrane potential,
apoplastic pH and cell expansion in leaves of Pisum sativum L. var.
Argenteum. Role of the plasma membrane H*-ATPase and photosynthesis;
208; 188-195

STEEMAN-NIELSEN, E. (1947): Photosynthesis of aquatic plants with special reference to
the carbon sources; Dansk Botanisk Archiv; 12; 3-140

172



6. Literatur

STEMPAK, J. G.; WARD, R. T. (1964): An improved staining method for electron
microscopy; J. Cell Biol.; 22; 697

STIRLING, J. W.; GRAFF, P. S. (1995): Antigen unmasking for immunoelectron
microscopy: labeling is improved by treating with sodium ethoxide or sodium
metaperiodate, then heating on retrieval medium; J. Histochem. Cytochem;
43; 2; 115-123

STREBLE, H.; KRAUTER, D. (1988): Das Leben im Wassertropfen; Mikroflora und
Mikrofauna des SuRwassers; 8. Auflage; Kosmos Verlag; Stuttgart

SVENNELID, F.; OLSSON, A.; PIOTROWSKI, M.; ROSENQUIST, M.; OTTMANN, C.; LARSSON,
CH.; OECKING, C.; SOMMARIN, M. (1999): Phosphorylation of Thr-948 at the C-
terminus of the plasma membrane H*-ATPase creates a binding site for the
regulatory 14-3-3 Protein; Plant Cell; 11; 2379-2391

Sze, H. (1985): H'-translocating ATPase: Advances using membrane vesicles; Annu.
Rev. Plant Physiol.; 36; 175-208

Sze, H.; WARD, J. M.; LAI, S. (1992): Vacuolar proton-translocating ATPases from
plants: Structure, function and isoforms; J. Bioenerg. Biomenbr.; 24; 371-381

TAlz, L.; ZEIGER, E. (2000): Physiologie der Pflanzen; Spektrum Akademischer Verlag,
Heidelberg, Berlin

TRUMP, B. F.; SMUCKLER, E.A.; BENDITT, E. P. (1961): A method for staining epoxy
sections for light microscopy; Ultrastruc. Res.; 5; 343-348

Tsuzukl, M.; MIYACHI, S.; BERRY, J. A. (1985): Intracellular accumulation of inorganic
carbon and its active species taken up by Chlorella vulgaris 11h, in: Lucas,
W.J.; Berry, J.A. (eds.) (1998). Inorganic Carbon Uptake by Aquatic
Photosynthetic Organisms; chapter 5; American Society of Plant
Physiologists; Symposium Series; Rockville; MD; 53-66

TURGEON, R.; BEEBE, D. U. (1991): The evidence for symplastic phloem loading; Plant
Physiol.; 96; 349-354

VAN GINKEL, L. C.; PRINS, H. B. A. (1998): Bicarbonate utilization and pH polarity. The
response of photosynthetic electron transport to carbon limitation in
Potamogeton lucens leaves; Can. J. Bot, 76, 1018-1024

VAN HALLER, T. K.; Bows, G. (1976): Comparison of the photosynthetic characteristics of
three submersed aquatic plants; Plant Physiol.; 58; 761-768

VAN WINKLE, L. J. (1999): Biomembrane transport; Academic Press; San Diego,
London, Boston, New York, Sydney, Tokyo, Toronto

VERA-ESTRELLA, R.; BARKLA, B. J.; HIGGINS, V. J.; BLUMWALD, E. (1994): Plant defence
response to fungal pathogens — activation of host-plasma membrane H*-
ATPase by elicitor-induced enzyme dephosphorylation; Plant Physiol.; 104;
209-215

173



6. Literatur

VILLALBA, J. M.; LUTZELSCHWAB, M.; SERRANO, R. (1991): Immunocytolocalization of
plasma-membrane H'-ATPase in maize coleoptiles and enclosed leaves;
Planta; 185; 458-461

VON GUTTENBERG, H. (1968): Der primare Bau der Angiospermenwurzel in:
Zimmermann, W.; Ozenda, P. Wulff, H. (Hrsg.): Handbuch der
Pflanzenanatomie; 2. neub. Auflage; Bd. VIII, Teil 5; Gebrider Borntraeger;
Berlin, Stuttgart

WALKER, N. A.; SMITH, F. A.; CATHERS, |. R. (1980): Bicarbonate assimilation by fresh-
water charophytes and higher plants: I. Membrane transport of bicarbonate
ions is not proven; J. Membr. Biol.; 57; 51-58

WEISENSEEL, M. H.; DORN, A.; JAFFE, L.F. (1979): Natural H" current traverse growing
roots and root hairs of barley (Hordeum vulgare L.); Plant Physiol.; 64; 512-
518

WEISENSEEL, M. H.; LINDER, B. (1990): Polar current patterns in the leaves of the aquatic
angiosperm Elodea canadensis; Protoplasma; 157; 193-202

WENDELBERGER, E. (1986): Pflanzen der Feuchtgebiete; Gewasser, Moore, Auen; BLV
Verlagsgesellschaft; Minchen, Wien, Zirich

174



7. Anhang
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Tabelle 11: Proteinbestimmung der Mikrosomenfraktionen

Pflanzen Pflanzenorgan |Proteingehalt |Eingesetztes |Proteingehalt/
[ng/ml] Frischgew. [g] | Frischgew.
[ng/g]
Cabomba caroliniana Blatt 110 28,478 3,86
Sténgel 17,35 8,53 2,03
Wurzel 10,17 0,375 27,12
Callitriche hamulata Blatt 110 10,434 11,0
Sténgel 4,363
Wurzel - - -
Ceratophyllum demersum Blatt 104 9,918 10,0
28,706
Stangel 1,013
4,689
Elodea canadensis Blatt 455 37,182 12,0
1020 28,566 45,0
Stangel - - -
Wourzel - - -
Hippuris vulgaris Blatt 120 8,219 15,0
Stangel 140 9,702 14,0
Wurzel 10,36 0,518 20,0
Myriophyllum aquaticum Blatt 6,05 3,34 1,73
Sténgel 4,91 6,866 0,78
Waurzel 240 4,345 5,50
Myriophyllum spicatum Blatt 800 49,244 16,0
110 8,168 13,0
Sténgel 200 15,997 13,0
21,4 10,299 2,07
Wourzel - - -
Potamogeton lucens Blatt 1400 20,8 67,0
620 46,71 13,0
400 20,0 20,0
Sténgel 600 13,4 45,0
1,96
Wourzel - - -
Potamogeton perfoliatus Blatt 980 10,0 98,0
3320 25,1 132,0
336 6,184 27,0
Stangel 600 3,9 200,0
580 9,81 59,0
27,0 4,031 6,69
Wourzel - - -
Ranunculus penicillatus Blatt 590 48,768 12,0
Sténgel 370 24,451 15,0
Wurzel 350 6,182 57,0
Stratiotes aloides Blatt 600 35,1 17,0
220 37,004 5,9
570 25,008 23,0
Wurzel 10,7
4,038
1,399
Vallisneria spiralis Blatt 940 32,4 29,0
170 32,36 5,30
Wurzel 520 14,0 37,0
280 16,0 18,0
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Tabelle 12: Auszahlung der Goldpartikel zur Ermittlung der optimalen Fixierung

Fixierung Einbettungsmittel Ges. Anzahl d. Anzahl d. Spezifische
Goldpartikel (G) Goldpartikel Verteilung
Vorbehandlungen in 23 ym? a.d. der Goldpartikel
Plasmamembran (GP/G)
(GP)
1 2,5% Glutaraldehyd Epon 0 0 0
1% OsO, LR-White 0 0 0
2 2.5% Glutaraldehyd Epon 0 0 0
LR-White 0 0 0
3 2,5% Glutaraldehyd LR-White 0 0 0
1% Osmium
Mikrowellenfixierung
4 2.5% Glutaraldehyd LR-White 0 0 0
Mikrowelenfixierung
5 0,1% Glutaraldehyd LR-White 61 25 0,41
2.5% Formaldehyd 36 17 0,47
13 5 0,38
6 0,05% Glutaraldehyd LR-White 55 18 0,33
3% Formaldehyd 38 24 0,63
7 8% Formaldehyd LR-White 14 16 12 13 0,86 0,81
9 22 8 22 0,88 1,00
8 13 8 9 1,00 0,69
17 9 16 6 0,94 0,66
7 16 7 16 1,00 1,00
12 17 10 17 0,83 1,00
8 8% Formaldehyd LR-White 43 97 39 89 0,90 0,92
47 19 42 18 0,89 0,95
35 22 32 18 0,91 0,82
43 77 35 73 0,81 0,95
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Tabelle 13: pH-Messungen bei M. spicatum und M. aquaticum

Tag Ansatz 1 Absatz 2 Ansatz 3 Ansatz 4 Ansatz 5
variabler pH, Ms variabler pH, Ma pH 8.0 Ms pH7.0 Ms pH 6.0 Ms
1 6,0 6,0 8,01 7,01 6,05
2 6,43 6,56 9,00 8,96 8,16
3 6,84 6,64 7,98 7,05 5,98
4 6,86 6,54 8,53 7,70 6,40
5 6,87 6,98 8,64 7,87 6,60
6 7,29 7,57 8,94 8,17 6,61
7 7,20 7,35 8,00 7,01 5,98
8 - - 8,86 7,91 6,6
9 7,94 8,27 7,98 6,96 6,00
10 8,04 8,10 8,56 7,46 6,39
11 8,69 8,35 8,87 7,97 6,69
12 8,98 8,43 8,01 7,04 6,00
13 8,83 8,08 8,51 7,58 6,28
14 8,96 8,27 8,92 8,73 6,48
15 9,11 8,21 8,04 7,04 6,04
16 9,16 8,36 8,51 ApH 0,47 7,76 ApH 0,72 6,34
17 9,26 8,19 8,64 7,90 6,39
18 9,27 8,22 8,06 6,98 6,04
19 9,38 8,47 8,23 7,43 6,28
20 9,39 8,84 8,65 7,73 6,32
21 9,44 8,68 8,73 8,15 6,36
22 9,55 8,85 8,06 7,03 5,99
23 9,47 8,67 8,72 7,84 6,44
24 - - 8,92 8,16 6,50
25 9,52 8,84 8,01 7,06 5,97
26 9,53 8,85 8,79 7,84 6,27
27 9,52 8,86 9,03 8,68 6,42
28 9,55 8,79 7,92 7,03 5,97
29 - - 8,99 8,11 6,25
30 9,59 8,83 9,06 8,43 6,33
31 9,48 8,89 8,02 7,04 6,04
32 9,53 8,59 8,55 7,55 6,19
33 9,52 8,90 8,75 7,66 6,28
34 8,01 7,06 6,02
35 8,45 7,53 6,47
36 9,07 ApH 0,62 8,63 ApH 1,1 6,61
37 8,00 7,06 6,03
38 8,44 7.4 6,32
39 8,87 7,65 6,44
40 8,96 8,52 6,69
41 8,02 6,99 6,09
42 9,03 8,31 6,37
43 9,00 8,85 6,36

(Ms: Myriophyllum spicatum. Ma: M. aquaticum)
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Tabelle 14: CO,-Konzentratioen (mg/l) bei M. spicatum

Tag

Ms 3
CO, Konz.

Ms 4
CO, Konz.

Ms 5

CO, Konz.

61,2

105

248,4

90,6

98,8

130,6

O N[O~ [WIN|—~

116,6

144,8

74,8

75,8

152

96,4

120

192,4

81,6

85,0
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74,0

129

159,6

100,6

124,0

120

141,2

191,6

83,8

99,4

168

86,2

134,8

181,6

442

41,8

155
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Tabelle: 15:Lineare Dichte der Goldpartikel in Epidermiszellen v.
Myriophyllum spicatum [GK/pm PM-H+-ATPase]

Zellen AuBenseite | rechte Innenseite | linke Seite
Seite
1 1,07 5,58 4,16 3,32
2 4,32 3,41 4,90 3,99
3 4,36 3,92 6,62 5,05
4 4,64 7,10 5,14 2,14
5 5,63 4,71 5,67 5,59
6 5,14 4,46 5,83 7,78
7 4,26 5,24 5,10 3,79
8 3,47 4,88 5,08 3,88
9 5,86 5,04 7,11 6,65
10 3,66 7,95 5,36 2,63
Mw 4,01 5,41 5,61 4,19
STD 1,475 1,3 1,128 1,69

(GK: Goldkérner, MW: Mittelwert, STD: Standardabweichung)

Tabelle 16: Lineare Dichte der Goldpartikel in d. unteren Epidermis v.

E. canadensis [GK/um PM]
Zellen AuBenseite | Rechte Innenseite | Linke Seite
Seite
1 9,29 1,81 4,38
2 5,22 1,99 1,79 3,45
3 2,09 3,6 0,89 3,61
4 5,55 7,31 1,21 4,31
5 2,61 3,87 2,02 3,36
6 2,57 7,74 1,68 2,02
MW 4,56 4,90 1,54 3,52
Std 2,32 2,05 0,36 0,72

(GK: Goldkérner, MW: Mittelwert, STD: Standardabweichung)
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