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and	
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  Root	
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  in	
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  Sand	
  Matrix;	
  Influences	
  on	
  	
  

Bioavailability	
  and	
  Uptake	
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Copper	
  oxide	
  nanoparticles	
  (NPs)	
  are	
  used	
  in	
  an	
  expanding	
  range	
  of	
  

industries	
  including	
  a	
  potential	
  for	
  agricultural	
  applications	
  as	
  a	
  fungicide.	
  

Accidental	
  spills	
  or	
  misapplication	
  of	
  CuO	
  NPs	
  may	
  lead	
  to	
  soil	
  contamination.	
  Plant	
  

roots	
  exude	
  a	
  wide	
  range	
  of	
  organic	
  chemicals	
  for	
  bioprotection	
  and	
  to	
  enhance	
  

bioavailability	
  of	
  nutrients.	
  Many	
  of	
  these	
  chemicals	
  are	
  metal	
  chelators	
  that	
  may	
  

increase	
  the	
  solubility	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  thus	
  enhancing	
  the	
  impact	
  of	
  these	
  NPs	
  on	
  plants.	
  

This	
  work	
  was	
  directed	
  towards	
  understanding	
  which	
  plant	
  exudates	
  force	
  

increased	
  solubility	
  of	
  CuO	
  NPs	
  and	
  to	
  determine	
  if	
  the	
  level	
  of	
  NP	
  in	
  the	
  growth	
  

matrix	
  drives	
  a	
  feedback	
  effect,	
  regarding	
  composition	
  and	
  quantity	
  of	
  exudates.	
  	
  

Wheat	
  seedlings	
  (Triticum	
  aestivum	
  cv	
  Deloris)	
  were	
  grown	
  in	
  a	
  sand	
  matrix	
  



	
  

	
  

iv	
  
for	
  10	
  days	
  after	
  3	
  days	
  of	
  germination.	
  The	
  sand	
  was	
  amended	
  with	
  sublethal	
  

doses	
  of	
  CuO	
  NPs	
  from	
  0	
  to	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand.	
  Sand	
  was	
  selected	
  as	
  the	
  solid	
  

growth	
  matrix	
  as	
  a	
  proxy	
  for	
  soil	
  in	
  terms	
  of	
  plant	
  root	
  morphology,	
  mechanical	
  

impedance	
  and	
  water	
  stress,	
  while	
  providing	
  a	
  low	
  background	
  of	
  dissolved	
  organic	
  

carbon	
  for	
  the	
  isolation	
  of	
  root	
  exudates.	
  After	
  plant	
  growth,	
  the	
  pore	
  water	
  was	
  

collected	
  from	
  the	
  sand	
  by	
  vacuum	
  filtration	
  and	
  analyzed.	
  	
  

By	
  coupling	
  analytic	
  techniques	
  including	
  Triple	
  Quad	
  Mass	
  Spectroscopy	
  

and	
  ion	
  chromatography	
  with	
  geochemical	
  modeling,	
  we	
  have	
  identified	
  citrate	
  and	
  

the	
  phytosiderophore,	
  deoxymugineic	
  acid	
  (DMA)	
  as	
  chelators	
  that	
  drove	
  the	
  

majority	
  of	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  especially	
  DMA	
  at	
  higher	
  CuO	
  NP	
  doses.	
  Altered	
  

biogeochemistry	
  within	
  the	
  rhizosphere	
  was	
  correlated	
  with	
  increased	
  plant	
  uptake	
  

of	
  Cu	
  and	
  bio-­‐response	
  via	
  exudate	
  type,	
  quantity	
  and	
  metal	
  uptake.	
  Exposure	
  of	
  

wheat	
  to	
  CuO	
  NPs	
  lead	
  to	
  dose-­‐dependent	
  reduction	
  in	
  Fe,	
  Ca,	
  Mg,	
  Mn	
  and	
  K	
  in	
  roots	
  

and	
  shoots.	
  This	
  work	
  is	
  relevant	
  to	
  growth	
  of	
  commercially	
  important	
  crop	
  wheat	
  

in	
  the	
  presence	
  of	
  CuO	
  NPs	
  as	
  a	
  fertilizer,	
  fungicide	
  or	
  a	
  pollutant.	
  

	
  

(164	
  pages)	
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  ABSTRACT	
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  Oxide	
  Nanoparticles	
  	
  

and	
  Wheat	
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  Matrix;	
  Influences	
  on	
  	
  

Bioavailability	
  and	
  Uptake	
  

	
  

Copper	
  oxide	
  nanoparticles	
  (CuO	
  NPs)	
  are	
  extremely	
  small	
  particles	
  (less	
  

than	
  1	
  nm	
  in	
  one	
  or	
  more	
  dimension,	
  or	
  one	
  billionth	
  (10-­‐9)	
  of	
  a	
  meter)	
  used	
  in	
  a	
  

diverse	
  range	
  of	
  industries.	
  They	
  have	
  been	
  shown	
  to	
  travel	
  through	
  water	
  systems,	
  

and	
  like	
  pharmaceuticals,	
  can	
  end	
  up	
  in	
  wastewater	
  treatment	
  plants	
  and	
  then	
  be	
  

land	
  applied	
  as	
  biosolids,	
  where	
  crops	
  are	
  grown	
  for	
  animal	
  consumption,	
  

potentially	
  leading	
  to	
  food	
  chain	
  accumulation.	
  

Cu	
  is	
  an	
  essential	
  micronutrient	
  for	
  plants,	
  but	
  is	
  phytotoxic	
  at	
  higher	
  

concentrations.	
  CuO	
  NPs	
  present	
  an	
  increasingly	
  real	
  environmental	
  threat	
  to	
  

agriculture	
  in	
  soils	
  treated	
  with	
  biosolids,	
  in	
  addition	
  to	
  aquatic	
  systems.	
  	
  

To	
  understand	
  this	
  interaction,	
  wheat	
  was	
  grown	
  in	
  sand	
  amended	
  with	
  

various	
  levels	
  of	
  CuO	
  NPs	
  for	
  10	
  days.	
  Compared	
  to	
  the	
  control,	
  roots	
  of	
  wheat	
  

grown	
  with	
  nanoparticles	
  were	
  dose-­‐dependently	
  shorter.	
  Analysis	
  of	
  the	
  shoot	
  

tissue	
  showed	
  that	
  micronutrients,	
  calcium,	
  magnesium,	
  manganese	
  and	
  iron	
  (Fe)	
  as	
  

well	
  as	
  potassium	
  were	
  lower,	
  while	
  Cu	
  was	
  higher	
  in	
  CuO	
  NP-­‐treated	
  wheat.	
  	
  

	
   Additionally,	
  higher	
  levels	
  of	
  root	
  exudates,	
  citrate	
  and	
  Fe	
  uptake	
  molecule	
  



	
  

	
  

vi	
  
deoxymugineic	
  acid,	
  were	
  found	
  at	
  higher	
  CuO	
  NP	
  doses.	
  These	
  negatively	
  charged	
  

molecules	
  at	
  neutral	
  pH	
  bind	
  to	
  Cu2+,	
  dissolving	
  more	
  Cu	
  into	
  solution	
  compared	
  to	
  a	
  

solution	
  without	
  plants.	
  Our	
  studies	
  show	
  that	
  increasing	
  amounts	
  of	
  Cu	
  in	
  solution,	
  

driven	
  by	
  complexes	
  formed	
  by	
  root	
  exudates,	
  may	
  be	
  in	
  part	
  responsible	
  for	
  the	
  

toxicity	
  of	
  CuO	
  NPs.	
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CHAPTER	
  1 	
  

INTRODUCTION	
  

	
  
Uses	
  of	
  nanoparticles	
  are	
  gaining	
  momentum	
  in	
  commerce,	
  and	
  their	
  

increased	
  production	
  and	
  utilization	
  makes	
  agricultural	
  risk	
  assessment	
  prudent.	
  

Nanoparticles	
  (NPs)	
  may	
  enter	
  the	
  environment	
  intentionally	
  through	
  remediation	
  

(nano	
  Feo)	
  (Zhang	
  2006),	
  as	
  fertilizers	
  or	
  pesticide,	
  or	
  incidentally	
  through	
  waste	
  

streams	
  (Rivera	
  Gil	
  et	
  al	
  2010),	
  accidental	
  spills,	
  misapplication	
  or	
  construction	
  

materials	
  (Lee	
  et	
  al	
  2009).	
  It	
  is	
  of	
  paramount	
  importance	
  to	
  better	
  understand	
  how	
  

increased	
  concentrations	
  of	
  NPs	
  in	
  the	
  environment	
  may	
  impact	
  viability	
  of	
  crops,	
  

and	
  ultimately	
  the	
  food	
  chain	
  (Chen	
  et	
  al.	
  2014).	
  

Nanoparticles	
  (NPs)	
  are	
  defined	
  as	
  particles	
  having	
  at	
  least	
  one	
  dimension	
  

between	
  1	
  and	
  100	
  nm	
  (1	
  nm	
  =	
  10-­‐9	
  m).	
  An	
  especially	
  large	
  surface	
  area	
  to	
  volume	
  

ratio	
  makes	
  their	
  physical	
  properties	
  different	
  from	
  ‘bulk’	
  materials,	
  and	
  as	
  a	
  result,	
  

the	
  physiochemical,	
  optical,	
  reactive	
  and	
  electrical	
  properties	
  are	
  different.	
  NPs	
  are	
  

also	
  more	
  bio-­‐reactive	
  than	
  larger	
  particles	
  and	
  have	
  applications	
  as	
  anti-­‐microbials,	
  

especially	
  Ag,	
  CuO	
  and	
  ZnO.	
  	
  

This	
  study	
  focuses	
  on	
  the	
  biogeochemistry	
  of	
  copper	
  oxide	
  (CuO)	
  NPs	
  in	
  the	
  

context	
  of	
  bread	
  wheat	
  (Triticum	
  aestivum	
  cv	
  Deloris	
  (Hole	
  et	
  al.	
  2004))	
  grown	
  in	
  a	
  

sand	
  matrix.	
  CuO	
  NPs	
  are	
  primarily	
  used	
  in	
  sensors,	
  but	
  also	
  used	
  as	
  catalysts,	
  in	
  

solar	
  energy	
  conversion	
  and	
  electronic	
  printing,	
  surfactants	
  and	
  antimicrobials	
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(Ahamed	
  and	
  Alhadlaq	
  2014;	
  Bondarenko	
  et	
  al.	
  2012;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2013).	
  CuO	
  NPs	
  

have	
  been	
  shown	
  to	
  be	
  bacteriostatic	
  to	
  soil	
  microbes	
  (Gajjar	
  et	
  al.	
  2009)	
  and	
  dose	
  

dependently	
  toxic	
  to	
  plants	
  in	
  hydroponic	
  culture	
  (Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014;	
  Wang	
  

et	
  al.	
  2012).	
  CuO	
  NPs	
  at	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand	
  also	
  show	
  sub-­‐lethal	
  effects	
  on	
  

wheat	
  plants	
  in	
  preliminary	
  studies	
  by	
  the	
  author	
  done	
  in	
  sand	
  over	
  10	
  days	
  

(Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012,	
  2013).	
  Of	
  pertinence	
  to	
  this	
  system	
  is	
  the	
  solution	
  phase	
  

biogeochemistry,	
  particularly	
  the	
  interplay	
  between	
  the	
  increased	
  NP	
  dose	
  and	
  the	
  

exudation	
  of	
  organic	
  carbon	
  by	
  the	
  wheat	
  plant	
  since	
  it	
  will	
  affect	
  CuO	
  NP	
  

aggregation-­‐dissolution	
  and	
  plant-­‐NP-­‐Cu2+	
  interaction.	
  

Cu	
  has	
  significance	
  as	
  an	
  essential	
  micronutrient	
  for	
  plant	
  growth,	
  but	
  at	
  

elevated	
  levels	
  Cu	
  becomes	
  toxic	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007,	
  2008).	
  Plants	
  have	
  developed	
  

various	
  mechanisms	
  for	
  regulating	
  Cu	
  uptake,	
  including	
  production	
  of	
  root	
  exudates	
  

to	
  increase	
  or	
  decrease	
  bioavailability	
  of	
  Cu.	
  Additionally,	
  specific	
  

metallochaperones	
  transport	
  Cu	
  internally,	
  and	
  can	
  sequester	
  Cu	
  in	
  a	
  non-­‐harmful	
  

form,	
  or	
  efflux	
  pumps	
  may	
  remove	
  Cu	
  from	
  the	
  plant	
  (Clemens	
  et	
  al.	
  2002).	
  	
  

The	
  bioavailability	
  of	
  Cu	
  is	
  controlled	
  by	
  solution	
  phase	
  chemistry.	
  pH	
  and	
  

dissolved	
  organic	
  matter	
  (DOM)	
  are	
  most	
  influential	
  on	
  Cu	
  mobility	
  and	
  

bioavailability	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007;	
  Sauve	
  et	
  al.	
  2000).	
  pH	
  increases	
  dissolution	
  by	
  a	
  

factor	
  of	
  10	
  with	
  every	
  0.5	
  unit	
  decrease	
  in	
  pH	
  (Lindsay	
  1979),	
  whereas	
  DOM	
  drives	
  

dissolution	
  of	
  Cu	
  from	
  CuO	
  via	
  complexation	
  (McBride	
  and	
  MartÍnez	
  2000),	
  in	
  some	
  

cases	
  enhancing	
  uptake.	
  Cu	
  in	
  solution	
  exist	
  as	
  a	
  free	
  ion	
  (Cu2+)	
  or	
  complexed	
  with	
  

inorganic	
  or	
  organic	
  ligands.	
  The	
  presence	
  of	
  ligands,	
  including	
  plant	
  and	
  bacterial	
  

exudates,	
  changes	
  Cu	
  mineral	
  dissolution,	
  desorption	
  and	
  bioavailability.	
  For	
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example,	
  citric	
  acid,	
  a	
  bacterial	
  and	
  root	
  exudate,	
  complexes	
  Cu	
  and	
  enhances	
  

uptake	
  by	
  a	
  soil	
  bacterium	
  Pseudomonas	
  putida	
  (McLean	
  et	
  al.	
  2013).	
  Additionally,	
  

wheat	
  plants	
  grown	
  under	
  Fe	
  deficient	
  conditions	
  will	
  up	
  regulate	
  production	
  of	
  

phytosiderophores	
  (Fe–chelating	
  compounds)	
  that	
  have	
  been	
  reported	
  to	
  form	
  Cu-­‐

complexes	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007).	
  Low	
  molecular	
  weight	
  organic	
  acids	
  (LMWOAs)	
  

such	
  as	
  citrate	
  and	
  malate,	
  can	
  solubilize	
  unavailable	
  metals	
  also	
  (Dakora	
  and	
  

Phillips	
  2002).	
  Competing	
  stabilities	
  between	
  complexes	
  make	
  this	
  system	
  non-­‐

trivial	
  (Callahan	
  et	
  al.	
  2006).	
  Thus	
  organic	
  ligands	
  play	
  a	
  crucial	
  role	
  in	
  defining	
  the	
  

rhizosphere	
  (rooting	
  zone	
  of	
  plants	
  influenced	
  by	
  plant	
  biochemistry)	
  and	
  

controlling	
  Cu	
  uptake.	
  

Comparing	
  the	
  effects	
  in	
  planta	
  of	
  the	
  concentration	
  of	
  ions	
  produced	
  by	
  

dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  with	
  Cu2+	
  ions	
  from	
  Cu	
  salt,	
  suggest	
  CuO	
  NPs	
  exhibit	
  both	
  

soluble	
  Cu	
  and	
  specific	
  NP	
  effects	
  on	
  wheat	
  growth	
  in	
  sand	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012).	
  In	
  a	
  

hydroponic	
  setting,	
  free	
  cupric	
  ions	
  from	
  CuO	
  NPs	
  did	
  not	
  explain	
  the	
  root	
  

phytotoxicity	
  in	
  radish,	
  lettuce	
  and	
  cucumber	
  seeds	
  over	
  3	
  days	
  of	
  growth,	
  similarly	
  

implying	
  a	
  specific	
  NP	
  interactions	
  with	
  the	
  seed/root	
  surface	
  (Wu	
  et	
  al.	
  2012).	
  The	
  

mechanism	
  of	
  toxicity	
  from	
  Cu	
  ions	
  or	
  directly	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs	
  is	
  still	
  a	
  matter	
  that	
  

requires	
  further	
  investigation	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012;	
  Shi	
  et	
  al.	
  2011;	
  Stampoulis	
  et	
  al.	
  

2009;	
  Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014).	
  	
  

Solution	
  properties	
  will	
  affect	
  NP	
  solubility,	
  through	
  chelation,	
  and	
  ligands	
  

can	
  increase	
  bioavailable	
  Cu	
  to	
  plants,	
  but	
  many	
  of	
  these	
  studies	
  are	
  in	
  hydroponic	
  

systems,	
  with	
  inherent	
  shortcomings	
  from	
  a	
  morphologic	
  and	
  geochemical	
  

perspective.	
  There	
  is	
  a	
  critical	
  need	
  to	
  understand	
  the	
  biogeochemistry	
  of	
  CuO	
  NPs	
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in	
  a	
  solid	
  phase	
  system.	
  Jones	
  (1998)	
  highlights	
  that	
  roots	
  grown	
  hydroponically	
  

will	
  be	
  morphologically	
  and	
  physiologically	
  different	
  from	
  those	
  grown	
  in	
  solid	
  

systems,	
  including	
  the	
  lack	
  of	
  root	
  hairs,	
  mechanical	
  impedance	
  and	
  water	
  stress.	
  

The	
  outcome	
  of	
  this	
  research	
  has	
  greater	
  relevance	
  to	
  how	
  CuO	
  NPs	
  may	
  impact	
  

agricultural	
  processes	
  as	
  compared	
  to	
  hydroponic	
  systems.	
  	
  

This	
  study	
  aims	
  to	
  assess	
  the	
  interaction	
  between	
  root	
  exudates	
  of	
  bread	
  

wheat	
  in	
  response	
  to	
  sub-­‐lethal	
  levels	
  of	
  CuO	
  NP	
  in	
  a	
  sand	
  matrix,	
  along	
  with	
  a	
  

control	
  without	
  nanoparticles.	
  This	
  interaction	
  will	
  model	
  rhizosphere	
  processes,	
  

and	
  isolate	
  plant-­‐NP	
  interactions	
  (in	
  the	
  absence	
  of	
  added	
  microbes)	
  to	
  assess	
  how	
  

plant	
  exudates	
  may	
  defend	
  against	
  toxicity,	
  or	
  drive	
  dissolution	
  of	
  the	
  NP	
  into	
  Cu2+	
  

ions	
  and	
  complexes,	
  and	
  affect	
  Cu	
  uptake	
  by	
  the	
  wheat	
  plant.	
  The	
  solution	
  phase	
  of	
  

this	
  system	
  will	
  be	
  rigorously	
  analyzed	
  to	
  better	
  understand	
  the	
  CuO	
  NP	
  wheat	
  root	
  

exudate	
  interplay.	
  	
  

	
  

Aims	
  
	
  

The	
  current	
  study	
  aimed	
  to	
  examine	
  the	
  influence	
  of	
  root	
  exudates	
  from	
  

bread	
  wheat	
  (Triticum	
  aestivum	
  cv	
  Deloris)	
  on	
  the	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  nanoparticles	
  

(NPs),	
  as	
  well	
  as	
  the	
  bioactivity	
  of	
  the	
  NPs	
  on	
  wheat	
  morphology	
  and	
  micronutrient	
  

uptake	
  into	
  roots	
  and	
  shoots.	
  A	
  particular	
  focus	
  on	
  Cu	
  chelating	
  compounds,	
  

including	
  citrate,	
  malate	
  (Haydon	
  and	
  Cobbett	
  2007),	
  other	
  LMWOAs,	
  

phytosiderophores	
  and	
  other	
  amino	
  acids,	
  provided	
  additional	
  detail	
  to	
  this	
  

dynamic	
  system.	
  In	
  essence,	
  what	
  was	
  the	
  composition	
  and	
  role	
  of	
  exudates	
  from	
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wheat	
  in	
  complexing	
  Cu2+	
  from	
  CuO	
  NPs?	
  Did	
  different	
  concentrations	
  of	
  CuO	
  NPs	
  

influence	
  exudate	
  composition?	
  

	
  

Hypotheses	
  
	
  
	
  
1.	
  DOC	
  forming	
  complexes	
  with	
  Cu	
  does	
  not	
  drive	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs.	
  

Approach:	
  Total	
  dissolved	
  Cu	
  and	
  predicted	
  Cu	
  complexes	
  from	
  MINTEQ	
  were	
  

compared	
  across	
  unplanted	
  and	
  planted	
  treatments.	
  Correlations	
  were	
  defined	
  

between	
  soluble	
  Cu	
  and	
  DOC	
  species.	
  Geochemical	
  modeling	
  software	
  (MINTEQ)	
  

was	
  employed	
  using	
  known	
  stability	
  constants	
  and	
  concentrations	
  metal	
  and	
  

ligands,	
  to	
  create	
  a	
  model	
  of	
  the	
  solution	
  phase	
  to	
  complement	
  analytical	
  

techniques.	
  

	
  

2.	
  Cu	
  speciation	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  is	
  not	
  the	
  driver	
  of	
  Cu	
  uptake	
  into	
  the	
  

plant,	
  or	
  root	
  morphological	
  impact.	
  	
  

Approach:	
  Root	
  and	
  shoot	
  Cu	
  levels	
  and	
  solution	
  properties,	
  including	
  total	
  DOC,	
  

LMWOA,	
  amino	
  acids	
  and	
  Cu-­‐ligands	
  as	
  determined	
  under	
  hypothesis	
  2	
  were	
  

statistically	
  compared	
  by	
  ANOVA/Tukey’s	
  HSD	
  to	
  NP	
  dose.	
  Root	
  elongation	
  

reduction	
  was	
  compared	
  by	
  1-­‐way	
  ANOVA	
  across	
  NP	
  dose.	
  	
  

	
  

3.	
  Metal	
  homeostasis	
  in	
  the	
  plant	
  shoot	
  is	
  unaffected	
  by	
  dose	
  of	
  CuO	
  NP.	
  

Approach:	
  Digestion	
  and	
  analysis	
  of	
  shoots	
  revealed	
  levels	
  of	
  nutrients	
  Ca,	
  Mg,	
  K,	
  Fe,	
  

Cu,	
  Zn,	
  Mn	
  and	
  these	
  were	
  statistically	
  compared	
  between	
  doses	
  of	
  CuO	
  NP.	
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CHAPTER	
  2 	
  

LITERATURE	
  REVIEW	
  

Nanotechnology	
  

	
  	
  
Nanoparticles	
  (NPs)	
  are	
  defined	
  as	
  particles	
  having	
  at	
  least	
  one	
  dimension	
  

between	
  1	
  and	
  100	
  nm.	
  Increasingly,	
  NPs	
  are	
  being	
  manufactured	
  for	
  commercial	
  

purposes.	
  However,	
  NPs	
  also	
  exist	
  in	
  natural	
  systems	
  from	
  volcanoes	
  to	
  fire	
  and	
  soil	
  

erosion	
  (Stampoulis	
  et	
  al.	
  2009).	
  Plants	
  and	
  bacteria	
  have	
  evolved	
  alongside	
  nano-­‐

sized	
  materials.	
  	
  Plants	
  and	
  bacteria	
  have	
  been	
  used	
  to	
  produce	
  NPs	
  in	
  industry	
  

(Thakkar	
  et	
  al.	
  2010).	
  

	
  The	
  advent	
  and	
  expansion	
  of	
  the	
  nano-­‐technology	
  industry	
  is	
  poised	
  to	
  

increase	
  both	
  the	
  varieties	
  and	
  quantities	
  of	
  NPs	
  to	
  which	
  natural	
  systems	
  will	
  be	
  

subjected	
  (Flynn	
  et	
  al.	
  2014).	
  The	
  large	
  surface	
  area	
  to	
  volume	
  ratio	
  makes	
  the	
  

physical	
  properties	
  of	
  NPs	
  different	
  from	
  ‘bulk’	
  material,	
  including	
  altered	
  

physiochemical,	
  optical,	
  reactive	
  and	
  electrical	
  properties	
  that	
  are	
  exploited	
  in	
  

nano-­‐technological	
  advances.	
  	
  	
  

Ag,	
  CuO	
  and	
  ZnO	
  NPs	
  are	
  among	
  mass	
  produced	
  NPs.	
  Their	
  antimicrobial	
  

activity	
  is	
  beneficial	
  in	
  controlling	
  pathogens	
  (Chen	
  et	
  al.	
  2014)	
  but	
  potentially	
  

detrimental	
  to	
  beneficial	
  soil	
  microbes	
  that	
  play	
  essential	
  ecosystem	
  roles	
  in	
  

element	
  cycling	
  and	
  plant	
  health	
  (Dimkpa	
  2014).	
  The	
  focus	
  of	
  this	
  study	
  is	
  CuO	
  NPs.	
  

CuO	
  NPs	
  are	
  infrequently	
  studied	
  in	
  an	
  environmental	
  context	
  (Gardea-­‐Torresdey	
  et	
  

al.	
  2014).	
  	
  Their	
  presence	
  in	
  soils	
  may	
  be	
  through	
  contamination,	
  but	
  also	
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purposeful	
  applications.	
  Regarding	
  industrial	
  application	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  Lee	
  et	
  al.	
  

(2010)	
  suggested	
  elemental	
  Cu	
  (Cu0)-­‐based	
  NPs,	
  which	
  readily	
  oxidize	
  to	
  CuO	
  NPs,	
  

created	
  better	
  welds,	
  corrosion	
  resistance	
  and	
  formability	
  in	
  steel	
  used	
  in	
  

construction.	
  CuO	
  NPs	
  are	
  also	
  used	
  in	
  sensors,	
  as	
  catalysts,	
  in	
  solar	
  energy	
  

conversion	
  and	
  electronic	
  printing,	
  surfactants	
  and	
  antimicrobials	
  (Ahamed	
  and	
  

Alhadlaq	
  2014;	
  Bondarenko	
  et	
  al.	
  2012;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2013).	
  These	
  NPs	
  could	
  be	
  

released	
  during	
  crushing,	
  land	
  filling	
  or	
  incineration	
  of	
  the	
  steel.	
  Semiconductor	
  

production	
  creates	
  CuO	
  NPs	
  along	
  with	
  a	
  significant	
  amount	
  of	
  wastewater	
  

requiring	
  treatment	
  (Otero-­‐González	
  et	
  al.	
  2014).	
  	
  CuO	
  NPs,	
  due	
  to	
  formulation	
  as	
  

antibacterials	
  that	
  are	
  cheaper	
  than	
  nano-­‐size	
  Ago,	
  may	
  also	
  enter	
  wastewater	
  

systems,	
  and	
  be	
  subsequently	
  land-­‐applied	
  via	
  biosolids/sludge	
  (Kiser	
  et	
  al.	
  2012).	
  

Otero-­‐González	
  et	
  al.	
  (2014)	
  demonstrated	
  negative	
  effects	
  in	
  activated	
  sludge	
  with	
  

respect	
  to	
  the	
  microbial-­‐driven	
  process	
  of	
  methanogenesis	
  due	
  to	
  the	
  presence	
  of	
  

CuO	
  NPs.	
  These	
  applications	
  may	
  pose	
  risks	
  to	
  plant	
  growth	
  and	
  higher	
  trophic	
  

levels	
  through	
  bioaccumulation	
  (Chen	
  et	
  al.	
  2014).	
  	
  

	
  	
   One	
  intentional	
  use	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  agricultural	
  systems	
  may	
  be	
  as	
  fungicides.	
  

Such	
  NPs	
  might	
  be	
  more	
  efficient	
  than	
  traditional	
  copper	
  solution	
  fungicides,	
  such	
  

as	
  the	
  Bordeaux	
  mixture	
  that	
  is	
  commonly	
  applied	
  to	
  vineyards	
  (Giannousi	
  et	
  al.	
  

2013).	
  NPs	
  have	
  been	
  shown	
  to	
  release	
  ions	
  over	
  time,	
  as	
  opposed	
  to	
  adding	
  

discrete	
  treatments	
  of	
  highly	
  concentrated	
  salt	
  solutions.	
  Thus,	
  a	
  possible	
  use	
  for	
  Cu	
  

NPs	
  could	
  be	
  as	
  a	
  fertilizer	
  for	
  slow	
  release	
  of	
  Cu	
  to	
  improve	
  Cu	
  uptake	
  into	
  plants,	
  

with	
  potential	
  health	
  benefits	
  for	
  humans	
  (Dimkpa	
  2014).	
  The	
  difference	
  between	
  

concentration	
  of	
  Cu	
  affecting	
  plant	
  protection	
  and	
  causing	
  plant	
  damage	
  by	
  copper,	
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however,	
  is	
  narrow.	
  	
  CuO	
  NPs	
  have	
  been	
  shown	
  to	
  be	
  bacteriostatic	
  to	
  soil	
  

microbes	
  (Gajjar	
  et	
  al.	
  2009)	
  and	
  dose-­‐dependent	
  toxicity	
  to	
  plants	
  in	
  hydroponics	
  

(Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2012).	
  

Chen	
  (2014)	
  stated	
  that	
  more	
  investigation	
  is	
  required	
  between	
  engineered	
  

nanomaterials	
  and	
  ecosystem	
  species.	
  Studies	
  of	
  wheat	
  would	
  be	
  valuable	
  because	
  it	
  

is	
  a	
  crop	
  of	
  global	
  significance.	
  

This	
  present	
  study	
  examines	
  processes	
  involved	
  in	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  

the	
  plant	
  rhizosphere	
  (Fig.	
  2-­‐1).	
  	
  CuO	
  NPs	
  may	
  influence	
  the	
  type	
  of	
  exudates,	
  or	
  

quantity,	
  which	
  may	
  in	
  turn	
  aggregate	
  or	
  dissolve	
  the	
  NPs	
  into	
  Cu	
  ions.	
  These	
  

processes	
  may	
  have	
  implications	
  for	
  toxicity,	
  bioavailability	
  and	
  uptake.	
  The	
  

rhizosphere	
  was	
  first	
  defined	
  in	
  1904	
  by	
  German	
  biologist	
  Lorentz	
  Hiltner	
  as	
  soil	
  

influenced	
  by	
  both	
  plant	
  root	
  and	
  bacterial	
  nutrient	
  mobilization	
  (Hartmann	
  et	
  al.	
  

2007).	
  It	
  has	
  a	
  much	
  larger	
  carbon	
  content	
  than	
  bulk	
  soil,	
  as	
  well	
  as	
  a	
  less	
  diverse	
  

but	
  many	
  times	
  more	
  concentrated	
  bacterial	
  community,	
  which	
  interacts	
  directly	
  

and	
  indirectly	
  with	
  the	
  plant	
  root.	
  	
  

	
  

Factors	
  driving	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NP	
  
	
  

Dissolution	
  

Both	
  NPs	
  and	
  the	
  ions	
  released	
  through	
  dissolution	
  of	
  NPs	
  may	
  have	
  an	
  

impact	
  on	
  the	
  wheat	
  plant.	
  pH	
  strongly	
  affects	
  CuO	
  NP	
  dissolution	
  (Eqn	
  1),	
  

particularly	
  with	
  smaller	
  NPs	
  (Misra	
  et	
  al.	
  2012;	
  Odzak	
  et	
  al.	
  2014).	
  In	
  ultrapure	
  

water	
  at	
  pH	
  5.5,	
  20	
  nm	
  CuO	
  NPs	
  undergo	
  95%	
  dissolution,	
  compared	
  to	
  0.3	
  %	
  at	
  pH	
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7	
  (Misra	
  et	
  al.	
  2012).	
  Only	
  1%	
  of	
  45	
  nm	
  CuO	
  NPs	
  dissolved	
  at	
  pH	
  7.7,	
  compared	
  to	
  

3%	
  of	
  7.5	
  nm	
  CuO	
  particles	
  (Odzak	
  et	
  al.	
  2014).	
  At	
  pH	
  6.1,	
  the	
  trend	
  was	
  the	
  same;	
  

7.5	
  nm	
  particles	
  underwent	
  62%	
  dissolution,	
  whereas	
  45	
  nm	
  particles	
  only	
  14%	
  

(Odzak	
  et	
  al.	
  2014).	
  	
  

𝐶𝑢𝑂   ! + 2𝐻!   →   𝐶𝑢!! + 𝐻!𝑂	
  	
  	
  	
  (Equation	
  1)	
  

	
  

Fig.	
  2-­‐1.	
  Components	
  involved	
  in	
  the	
  interaction	
  between	
  wheat	
  and	
  CuO	
  NPs	
  in	
  the	
  
rhizosphere.	
  CuO	
  NPs	
  interact	
  with	
  plant	
  exudates,	
  altering	
  the	
  NPs’	
  surface	
  
chemistry	
  and	
  inducing	
  aggregation	
  and/or	
  dissolution	
  into	
  Cu2+	
  ions	
  or	
  Cu	
  
complexes	
  (Cu-­‐ligand),	
  processes	
  that	
  may	
  affect	
  bioavailability,	
  root	
  uptake	
  and	
  
translocation.	
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   Gunawan	
  et	
  al.	
  (2011)	
  found	
  that	
  solubility	
  of	
  CuO	
  NPs	
  was	
  additionally	
  

driven	
  by	
  the	
  presence	
  of	
  organic	
  ligands	
  (dissolved	
  organic	
  carbon	
  or	
  DOC)	
  in	
  

media,	
  usually	
  used	
  for	
  bacterial	
  or	
  plant	
  growth	
  (Table	
  2-­‐1.)	
  The	
  presence	
  of	
  amino	
  

acids	
  increased	
  soluble	
  Cu	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs	
  by	
  2	
  orders	
  of	
  magnitude,	
  a	
  finding	
  not	
  

replicated	
  with	
  micro	
  sized	
  CuO	
  particles	
  (Gunawan	
  et	
  al.	
  2011).	
  This	
  suggests	
  that	
  

DOC	
  in	
  a	
  system	
  will	
  drive	
  dissolution	
  of	
  the	
  NPs.	
  	
  

	
  
Table	
  2-­‐1.	
  CuO	
  NPs	
  dissolution	
  in	
  various	
  media	
  after	
  48	
  hours	
  from	
  Gunawan	
  et	
  al.	
  
(2011).	
  

NP	
  Size	
  
(nm)	
  

NP	
  added	
  
(mg/L)	
  

Media	
   Soluble	
  Cu	
  
(mg/L)	
  

20-­‐30	
   480	
   DI	
  Water	
   6.4	
  
20-­‐30	
   480	
   NaCl	
  (5g/L)	
  (a)	
   3.9	
  
20-­‐30	
   480	
   Tryptone	
  (10g/L)	
  (b)	
   338	
  
20-­‐30	
   480	
   Yeast	
  Extract	
  (5g/L)	
  (c)	
   282	
  
20-­‐30	
   480	
   Culture	
  Media	
  (a)+(b)+(c)	
  in	
  DI	
  water	
   366	
  

	
  

Metal-­‐organo	
  complexes	
  
	
  

In	
  a	
  planted	
  system,	
  root	
  exudates	
  will	
  affect	
  solubility.	
  Plant	
  exudates	
  

include	
  sugars,	
  amino	
  acids,	
  LMWOAs,	
  sterols,	
  phenolics,	
  iron-­‐binding	
  

phytosiderophores,	
  and	
  enzymes,	
  many	
  of	
  which	
  are	
  quickly	
  consumed	
  and	
  

metabolically	
  transformed	
  by	
  bacteria	
  (Dennis	
  et	
  al.	
  2010).	
  Concentrating	
  exudates	
  

washed	
  from	
  7	
  day	
  old	
  wheat	
  seedlings	
  grown	
  in	
  vermiculite,	
  Martineau	
  et	
  al.	
  

(2014)	
  found	
  DOC	
  at	
  2,600	
  mg/L	
  including	
  137	
  mg/L	
  proteins,	
  119	
  mg/L	
  neutral	
  

sugars,	
  200	
  mg/L	
  LMWOAs	
  with	
  iso-­‐butyrate,	
  acetate,	
  succinate,	
  malate	
  the	
  highest	
  

contributors.	
  Amino	
  acids	
  were	
  not	
  assessed	
  in	
  this	
  study.	
  	
  Root	
  exudation	
  in	
  the	
  

presence	
  of	
  CuO	
  NPs	
  was	
  not	
  assessed,	
  but	
  would	
  seem	
  a	
  relevant	
  next	
  step.	
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In	
  another	
  study,	
  the	
  amount	
  of	
  soluble	
  Cu	
  in	
  the	
  sand	
  matrix	
  with	
  wheat	
  

plants	
  was	
  three	
  times	
  that	
  of	
  the	
  treatments	
  without	
  plants	
  (	
  

Table	
  2-­‐2.),	
  suggesting	
  Cu	
  was	
  solubilized	
  due	
  to	
  complexation	
  from	
  root	
  

exudates	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2013).	
  The	
  plant-­‐NP	
  interaction	
  promoted	
  release	
  of	
  Cu2+	
  

ions	
  (Fig.	
  2-­‐1.).	
  This	
  release	
  was	
  not	
  exclusively	
  due	
  to	
  acidification	
  of	
  the	
  rooting	
  

zone	
  since	
  the	
  pH	
  was	
  only	
  reduced	
  by	
  0.3	
  units,	
  as	
  measured	
  in	
  the	
  bulk	
  solution,	
  

not	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2013).	
  Microparticles	
  (MPs	
  –	
  particles	
  

between	
  0.1	
  and	
  100	
  μm	
  in	
  diameter)	
  of	
  CuO	
  showed	
  a	
  ~50%	
  lower	
  solubility	
  

compared	
  to	
  NPs	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  wheat.	
  Without	
  plants,	
  CuO	
  MPs	
  released	
  only	
  

20%	
  less	
  soluble	
  Cu	
  than	
  the	
  NPs.	
  This	
  suggests	
  root	
  exudates	
  in	
  particular	
  drove	
  

much	
  more	
  significant	
  dissolution.	
  	
  

	
  

Table	
  2-­‐2.	
  Soluble	
  Cu	
  released	
  from	
  CuO	
  NPs	
  in	
  sand,	
  and	
  with	
  the	
  addition	
  of	
  wheat	
  
plants	
  over	
  14	
  days	
  from	
  Dimkpa	
  et	
  al.	
  (2013)	
  

NP	
  Type	
   Media	
   Soluble	
  Metal	
  
(mg/kg	
  sand)	
  

pH	
  

CuO	
   Sand	
  (no	
  plants)	
   0.29	
  ±	
  0.07	
   7.2	
  ±	
  0.05	
  
CuO	
   Sand	
  with	
  wheat	
   1.02	
  ±	
  0.1	
  	
   6.9	
  ±	
  0.03	
  

	
  
	
   	
  

	
   Conway	
  et	
  al.	
  (2015)	
  studied	
  CuO	
  NPs	
  in	
  water	
  including	
  seawater,	
  lagoon,	
  

wastewater	
  and	
  hydroponic	
  media.	
  Hydroponic	
  media	
  and	
  freshwater	
  drove	
  

between	
  3	
  and	
  4%	
  of	
  the	
  Cu	
  into	
  solution	
  after	
  100	
  days,	
  about	
  double	
  that	
  of	
  other	
  

waters	
  tested.	
  The	
  study	
  suggested	
  that	
  30%	
  (fresh)	
  and	
  60%	
  (hydroponic	
  media)	
  

of	
  the	
  Cu	
  dissolved	
  was	
  present	
  as	
  ionic	
  or	
  complexed	
  Cu	
  (as	
  opposed	
  to	
  

nanoparticulate	
  Cu).	
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Low	
  molecular	
  weight	
  organic	
  acids	
  (LMWOAs)	
  
	
  

Organic	
  acids	
  are	
  released	
  from	
  the	
  root	
  due	
  to	
  stressors	
  such	
  as	
  K+,	
  Ca2+	
  and	
  

Zn2+	
  deficiency,	
  the	
  latter	
  two	
  increasing	
  root	
  membrane	
  permeability,	
  driving	
  a	
  

release	
  of	
  organic	
  acid	
  efflux	
  (Jones	
  1998).	
  P	
  and	
  Fe	
  deficiency	
  is	
  also	
  reported	
  to	
  

drive	
  release	
  of	
  LMWOAs	
  (Dakora	
  and	
  Phillips	
  2002).	
  Malate,	
  citrate,	
  succinate,	
  

fumarate	
  and	
  aconitate	
  are	
  intermediates	
  of	
  the	
  Krebs	
  Cycle	
  involved	
  in	
  general	
  

metabolism	
  (Dakora	
  and	
  Phillips	
  2002).	
  Cu(II)	
  forms	
  strong	
  complexes	
  with	
  

LMWOAs	
  due	
  to	
  their	
  negatively	
  charged	
  carboxylic	
  acid	
  functional	
  groups	
  above	
  

pH	
  6,	
  allowing	
  more	
  Cu	
  to	
  dissolve	
  from	
  the	
  solid	
  phase	
  (Karlsson	
  et	
  al.	
  2006;	
  

Manceau	
  and	
  Matynia	
  2010).	
  As	
  a	
  practical	
  example,	
  the	
  standard	
  method	
  of	
  

determining	
  extractable	
  Cu	
  in	
  soils	
  to	
  estimate	
  soil	
  fertility	
  is	
  with	
  diethylene	
  

triamine	
  pentaacetic	
  acid	
  (DTPA),	
  a	
  chelating	
  compound.	
  LMWOAs	
  have	
  been	
  used	
  

to	
  successfully	
  assess	
  Cu	
  bioavailability	
  in	
  several	
  soils	
  over	
  acidic	
  and	
  higher	
  pH	
  

ranges,	
  highlighting	
  their	
  importance	
  in	
  impacting	
  metal	
  mobility	
  in	
  a	
  more	
  realistic	
  

way	
  (the	
  exudates	
  are	
  biologically	
  relevant,	
  whereas	
  DTPA	
  is	
  not	
  a	
  root	
  exudate	
  

(Feng	
  et	
  al.	
  2005)).	
  Using	
  LMWOAs	
  (acetate,	
  lactate,	
  malate,	
  citrate	
  and	
  formate)	
  for	
  

Cu	
  extraction	
  in	
  a	
  range	
  of	
  soils	
  had	
  significantly	
  better	
  correlation	
  with	
  root	
  and	
  

shoot	
  uptake	
  in	
  wheat	
  compared	
  to	
  DTPA,	
  EDTA	
  (Ethylenediaminetetraacetic	
  acid),	
  

CaCl2	
  and	
  NaNO3	
  extractions,	
  reiterating	
  it’s	
  biological	
  relevance	
  (Feng	
  et	
  al.	
  2005).	
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LMWOAs	
  are	
  also	
  used	
  in	
  phytoremediation	
  studies	
  to	
  improve	
  plant	
  metals	
  

uptake	
  (Almaroai	
  et	
  al.	
  2012;	
  Sinhal	
  et	
  al.	
  2010).	
  

	
  

Amino	
  acids	
  including	
  phytosiderophores	
  
	
  

Amino	
  acids	
  play	
  a	
  role	
  in	
  increasing	
  nutrient	
  sources,	
  by	
  chelating	
  poorly	
  

available	
  nutrients	
  and	
  act	
  as	
  a	
  “chemoattractant”	
  for	
  microbes	
  (Dakora	
  and	
  Phillips	
  

2002).	
  Amino	
  acids	
  have	
  been	
  studied	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  histidine	
  and	
  

asparagine	
  specifically	
  found	
  to	
  leach	
  high	
  levels	
  of	
  Cu	
  from	
  NPs	
  (Gunawan	
  et	
  al.	
  

2011;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2013).	
  Wheat	
  relies	
  on	
  amino	
  acid-­‐based	
  products	
  called	
  

phytosiderophores	
  (PSs),	
  in	
  this	
  case	
  deoxymugineic	
  acid	
  (DMA)	
  (von	
  Wiren	
  2000)	
  

(Haydon	
  and	
  Cobbett	
  2007;	
  Jones	
  1998)	
  to	
  capture	
  Fe(III)	
  (Fig.	
  2-­‐2.).	
  	
  

	
  

	
   	
  

Fig.	
  2-­‐2.	
  Deoxymugeneic	
  acid	
  with	
  full	
  protonation	
  (pKa	
  =	
  2.35,	
  2.74,	
  3.20,	
  
(carboxylic	
  groups)	
  8.25	
  (OH),	
  10.00	
  (NH))	
  (von	
  Wiren	
  2000).	
  	
  

	
  	
  

Particularly	
  in	
  alkaline	
  soils,	
  the	
  production	
  of	
  these	
  chelating	
  molecules	
  

increases	
  the	
  bioavailability	
  of	
  Fe(III),	
  which	
  is	
  low	
  because	
  of	
  low	
  solubility	
  of	
  

Fe(III)	
  at	
  high	
  pH.	
  These	
  phytosiderophores	
  also	
  complex	
  Cu,	
  increasing	
  solubility	
  

(Treeby	
  et	
  al.	
  1989).	
  Oburger	
  et	
  al.	
  (2014)	
  indicated	
  that	
  soil	
  grown	
  wheat	
  exuded	
  a	
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significantly	
  lower	
  concentration	
  of	
  PSs	
  compared	
  to	
  reports	
  in	
  hydroponics,	
  a	
  

finding	
  that	
  points	
  to	
  solid	
  phase	
  growth	
  systems	
  being	
  more	
  realistic	
  for	
  wheat	
  

growth.	
  Additionally,	
  Oburger	
  et	
  al.	
  (2014)	
  reports	
  a	
  10-­‐fold	
  increase	
  of	
  PS	
  release	
  

compared	
  to	
  Fe	
  uptake,	
  suggesting	
  excess	
  exudation	
  of	
  PS.	
  In	
  the	
  presence	
  of	
  CuO	
  

NPs,	
  this	
  may	
  have	
  large	
  implications	
  for	
  dissolution;	
  the	
  excess	
  DMA	
  may	
  dissolve	
  

Cu	
  from	
  NPs	
  and	
  have	
  potential	
  implications	
  for	
  Cu	
  and	
  Fe	
  uptake	
  into	
  shoots	
  (Ma	
  et	
  

al.	
  1993;	
  Ma	
  and	
  Nomoto	
  1993)	
  (Fig.	
  2-­‐1.)	
  Some	
  uncertainty	
  exists	
  over	
  whether	
  

plants	
  can	
  uptake	
  the	
  CuDMA	
  complex	
  intact	
  (Ma	
  et	
  al.	
  1993;	
  Ryan	
  et	
  al.	
  2013),	
  but	
  

Fe	
  acquisition	
  has	
  been	
  shown	
  to	
  be	
  interrupted	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  large	
  

rhizosphere	
  Cu	
  concentrations	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007).	
  	
  

	
  

Stability	
  of	
  complexes	
  

Release	
  of	
  DOC	
  by	
  wheat	
  roots	
  is	
  diverse	
  and	
  dynamic.	
  The	
  interplay	
  

between	
  these	
  exudates	
  and	
  CuO	
  NPs,	
  will	
  depend	
  on	
  both	
  quantities	
  of	
  exudates	
  

and	
  stability	
  of	
  the	
  complexes	
  (Anjum	
  et	
  al.	
  2015	
  b).	
  Of	
  particular	
  importance	
  is	
  how	
  

the	
  CuO	
  NPs	
  dissolve	
  into	
  Cu2+	
  ions	
  and	
  their	
  speciation	
  in	
  complexes.	
  Cu-­‐DMA	
  

complexes	
  for	
  example	
  are	
  orders	
  of	
  magnitude	
  (log	
  18.7	
  to	
  log	
  10.2)	
  more	
  stable	
  

than	
  complexes	
  with	
  amino	
  acids	
  and	
  LMWOAs	
  with	
  Cu	
  (Table 2-3.).	
  Thus,	
  DMA	
  is	
  a	
  

strong	
  candidate	
  for	
  favoring	
  Cu	
  complexation	
  against	
  other	
  root	
  exudates.	
  

Quantifying	
  this	
  contribution	
  is	
  therefore	
  of	
  importance	
  in	
  understanding	
  what	
  

drives	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  uptake	
  into	
  wheat	
  plant.	
  Histidine,	
  an	
  amino	
  acid,	
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has	
  a	
  higher	
  affinity	
  for	
  Cu	
  than	
  for	
  Fe(III).	
  Amino	
  acids	
  have	
  been	
  studied	
  

alongside	
  CuO	
  NPs	
  and	
  found	
  to	
  have	
  increased	
  their	
  dissolution	
  (Wang	
  et	
  al.	
  2013).	
  

	
  

Table	
  2-­‐3.	
  Stability	
  constants	
  (log	
  10)	
  (Molar)	
  for	
  Fe(III),	
  Cu(II)	
  complexes	
  with	
  
deoxymugeniec	
  acid	
  (DMA)	
  (Murakami	
  et	
  al.	
  1989).	
  Fe/Cu-­‐histidine	
  from	
  Callahan	
  
et	
  al.	
  (2006).	
  FeGluconate	
  (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002),	
  and	
  CuGluconate	
  (Gajda	
  et	
  al.	
  
1998).	
  Oxalate	
  and	
  arginine	
  from	
  GEOCHEM	
  (Parker	
  et	
  al.	
  1995)	
  all	
  others	
  taken	
  
from	
  MINTEQ+	
  (Gustafsson	
  2014)	
  and	
  are	
  1:1	
  metal:ligand	
  ratio.	
  All	
  logK	
  are	
  at	
  STP	
  
(25	
  °C,	
  1	
  atm).	
  (See	
  supporting	
  information	
  Table	
  3-­‐7	
  for	
  detailed	
  list).	
  

	
   Siderophore	
   	
   	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  LMWOAs	
  
	
   DMA	
   	
   Citrate	
   Malate	
   Gluconate	
   	
  
Cu(II)	
   18.7	
   	
   7.6	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
   4.53	
   2.51	
   	
  
Fe(III)	
   18.4	
   	
   13.13	
   8.39	
   10.51	
   	
  
	
   	
   	
   	
   	
   	
   	
  
	
   Amino	
  acids	
  
	
   Glycine	
   Histidine	
   Arginine	
  
Cu(II)	
   8.56	
   10.2	
   8.4	
  
Fe(III)	
   9.38	
   4.7	
   9.3	
  

	
  
	
  

Aggregation	
  
	
  

Aggregation	
  of	
  NPs	
  involves	
  increasing	
  particle	
  size,	
  and	
  is	
  driven	
  by	
  

increasing	
  pH,	
  as	
  well	
  as	
  increasing	
  ionic	
  strength	
  (depending	
  on	
  the	
  charge	
  and	
  the	
  

affiliation	
  of	
  the	
  ion	
  with	
  the	
  nanoparticle)	
  due	
  to	
  reduced	
  repulsion	
  between	
  

particles	
  (Jośko	
  and	
  Oleszczuk	
  2013;	
  Navarro	
  et	
  al.	
  2008).	
  As	
  the	
  charge	
  on	
  the	
  

particle	
  is	
  reduced,	
  repulsion	
  between	
  particles	
  drops	
  and	
  the	
  particles	
  may	
  bind	
  

together	
  (Navarro	
  et	
  al.	
  2008).	
  Particles	
  may	
  aggregate	
  past	
  nano	
  size,	
  losing	
  their	
  

nano-­‐specific	
  properties.	
  Charge	
  of	
  particles	
  in	
  solution	
  is	
  generally	
  characterized	
  

by	
  their	
  zeta	
  potential,	
  which	
  measures	
  the	
  stability	
  of	
  the	
  colloidal	
  dispersion.	
  In	
  a	
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  day	
  study,	
  bread	
  wheat	
  was	
  grown	
  in	
  sand	
  containing	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  the	
  surface	
  

charge	
  of	
  colloids	
  in	
  the	
  sand	
  matrix	
  was	
  reduced	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  plants,	
  causing	
  

aggregation	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  organic	
  root	
  exudates	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2013).	
  A	
  

reduction	
  in	
  zeta	
  potential	
  and	
  resulting	
  aggregation	
  may	
  cause	
  suspended	
  particles	
  

to	
  settle	
  out	
  of	
  solution.	
  In	
  several	
  different	
  aqueous	
  systems	
  ranging	
  from	
  ocean	
  

water	
  to	
  freshwater,	
  however,	
  Keller	
  et	
  al.	
  (2010)	
  reports	
  a	
  reduction	
  in	
  aggregation	
  

in	
  the	
  presence	
  of	
  high	
  dissolved	
  organic	
  carbon	
  (DOC)	
  and	
  ionic	
  strength	
  with	
  ZnO,	
  

TiO2	
  and	
  CeO2.	
  In	
  another	
  study,	
  CuO	
  NPs	
  were	
  found	
  to	
  be	
  stabilized	
  by	
  the	
  

presence	
  of	
  phosphate	
  (PO4	
  3-­‐)	
  due	
  to	
  surface	
  charge	
  alteration	
  from	
  positive	
  to	
  

negative,	
  and	
  aggregation	
  correlated	
  positively	
  with	
  increasing	
  ionic	
  strength	
  

(Conway	
  et	
  al.	
  2015).	
  Ionic	
  strength	
  and	
  aggregation	
  were	
  also	
  positively	
  correlated	
  

for	
  CuO	
  NPs	
  by	
  Odzak	
  et	
  al.	
  (2015)	
  in	
  natural	
  waters,	
  in	
  addition	
  to	
  commenting	
  that	
  

DOC	
  could	
  either	
  stabilize	
  NPs,	
  or	
  drive	
  dissolution.	
  	
  Understanding	
  the	
  speciation	
  of	
  

DOC	
  is	
  important	
  to	
  understand	
  how	
  CuO	
  NPs	
  will	
  undergo	
  transformation	
  in	
  

natural	
  systems.	
  	
  

	
  

Changes	
  in	
  surface	
  properties	
  
	
  

The	
  exposure	
  media	
  impacts	
  the	
  toxicity	
  from	
  NPs	
  to	
  plants	
  and	
  bacteria	
  due	
  

to	
  surface	
  coatings,	
  or	
  coronas.	
  Specifically,	
  organic	
  root	
  exudates	
  can	
  alter	
  the	
  

potency	
  and	
  impact	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  have	
  been	
  shown	
  to	
  change	
  toxicity	
  to	
  

beneficial	
  soil	
  bacterium	
  Pseudomonas	
  putida	
  KT2440	
  (Martineau	
  et	
  al.	
  2014).	
  

Taking	
  into	
  account	
  the	
  specific	
  conditions	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  that	
  affect	
  the	
  

dissolution	
  and/or	
  uptake	
  of	
  NPs	
  is	
  therefore	
  crucial.	
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Deng	
  et	
  al.	
  (2009)	
  found	
  that	
  coronas,	
  in	
  this	
  case	
  protein-­‐based	
  shells	
  

surrounding	
  the	
  NPs	
  (ZnO,	
  TiO2),	
  have	
  implications	
  for	
  both	
  bioavailability	
  and	
  

dissolution.	
  The	
  sorption	
  of	
  proteins	
  onto	
  the	
  NPs	
  can	
  alter	
  the	
  shape	
  and	
  therefore	
  

functionality	
  of	
  the	
  protein	
  (Rivera-­‐Gil	
  et	
  al.	
  2013).	
  This,	
  in	
  turn,	
  will	
  alter	
  the	
  

biochemical	
  context	
  and	
  plant/bacterial	
  response.	
  Lynch	
  and	
  Dawson	
  (2008)	
  

indicate	
  that	
  proteins	
  will	
  almost	
  immediately	
  encapsulate	
  the	
  NPs,	
  and	
  the	
  rates	
  of	
  

attachment	
  and	
  detachment	
  will	
  provide	
  a	
  signature	
  for	
  the	
  NP.	
  Hence,	
  root	
  and	
  

exudates,	
  as	
  well	
  as	
  their	
  interaction	
  with	
  CuO	
  NPs,	
  are	
  vitally	
  important	
  in	
  

understanding	
  what	
  mitigates	
  or	
  pronounces	
  their	
  toxicity	
  to	
  wheat	
  plants	
  and/or	
  

soil	
  bacterial	
  health.	
  Organic	
  molecules	
  are	
  not	
  the	
  only	
  source	
  of	
  CuO	
  NP	
  coronas.	
  

Xu	
  et	
  al.	
  (2012)	
  found	
  that	
  CuO	
  NPs	
  in	
  media	
  can	
  be	
  capped	
  with	
  inorganic	
  ions,	
  

irrespective	
  of	
  the	
  presence	
  of	
  proteins.	
  	
  

The	
  presence	
  of	
  DOC	
  can	
  bind	
  to	
  the	
  surfaces	
  of	
  the	
  NPs	
  and	
  prevent	
  

formation	
  of	
  aggregates	
  (in	
  the	
  case	
  of	
  ZnO,	
  TiO2	
  and	
  CeO)	
  thus	
  stabilizing	
  the	
  NPs	
  

(Keller	
  et	
  al.	
  2010).	
  Bacteria	
  are	
  a	
  key	
  component	
  of	
  soils.	
  Exudates	
  such	
  as	
  

exopolysaccharides	
  from	
  beneficial	
  soil	
  bacteria	
  strains,	
  Pseudomonas,	
  have	
  been	
  

suggested	
  to	
  provide	
  a	
  defense	
  mechanism	
  by	
  capping	
  NPs,	
  thus	
  reducing	
  their	
  

potency	
  (Nezhad	
  et	
  al.	
  2014).	
  The	
  surface	
  chemistry	
  of	
  Ag	
  NPs	
  was	
  altered	
  by	
  humic	
  

acid	
  and	
  Ca2+	
  ions	
  from	
  pore	
  water	
  from	
  a	
  loamy	
  soil,	
  driving	
  agglomeration.	
  	
  These	
  

processes	
  removed	
  potential	
  toxicity	
  of	
  the	
  Ag	
  NPs	
  to	
  bacteria	
  soil	
  bacterium	
  

(Calder	
  et	
  al.	
  2012).	
  	
  

Thus	
  components	
  from	
  bacteria,	
  plants	
  and	
  soil	
  solution	
  are	
  expected	
  to	
  

influence	
  how	
  the	
  CuO	
  NPs	
  are	
  presented	
  to	
  the	
  wheat	
  plant,	
  and	
  vice	
  versa.	
  Studies	
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of	
  how	
  exudates	
  from	
  wheat	
  affect	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  which	
  exudates	
  are	
  

triggered	
  as	
  a	
  result	
  of	
  exposure	
  to	
  NPs	
  are	
  lacking,	
  to	
  the	
  author’s	
  knowledge.	
  	
  

While	
  CuO	
  NPs	
  undergo	
  dynamic	
  aggregation	
  and	
  surface	
  coatings,	
  understanding	
  

the	
  smaller	
  fraction	
  of	
  NPs	
  (<10	
  nm	
  and	
  <	
  1	
  nm)	
  may	
  be	
  key	
  to	
  understanding	
  their	
  

toxicity,	
  as	
  small	
  particles	
  may	
  be	
  more	
  phytotoxic	
  (Mudunkotuwa	
  et	
  al.	
  2012).	
  

	
  

Plants	
  and	
  copper:	
  micronutrient,	
  toxin	
  and	
  strategies	
  for	
  control	
  
	
  

Wheat	
  cells	
  require	
  Cu	
  as	
  an	
  essential	
  micronutrient,	
  and	
  have	
  strategies	
  to	
  

enhance	
  uptake.	
  As	
  a	
  key	
  component	
  of	
  chloroplasts,	
  Cu	
  is	
  required	
  for	
  

photosynthetic	
  electron	
  transport	
  (Maksymiec	
  1998;	
  Marschner	
  1995).	
  Cu	
  is	
  also	
  a	
  

co-­‐factor	
  in	
  several	
  enzymes	
  and	
  their	
  complexes,	
  including	
  Cu	
  superoxide	
  

dismutase	
  (SOD),	
  cytochrome	
  c	
  oxidase,	
  amino	
  oxidase,	
  laccase,	
  plastocyanin	
  and	
  

polyphenol	
  oxidase	
  (Marschner	
  1995).	
  Cu	
  also	
  plays	
  a	
  role	
  in	
  mitochondrial	
  

respiration,	
  oxidative	
  stress	
  responses,	
  cell	
  wall	
  metabolism	
  and	
  hormone	
  signaling	
  

(Marschner	
  1995).	
  The	
  concentration	
  difference	
  between	
  required	
  Cu	
  in	
  plants	
  and	
  

toxic	
  levels	
  is	
  however	
  narrow.	
  Plants	
  have	
  therefore	
  evolved	
  strategies	
  to	
  prevent	
  

excessive	
  uptake	
  (Fig.	
  2-­‐3.).	
  

	
   Clemens	
  et	
  al.	
  (2002)	
  described	
  the	
  four	
  stages	
  involved	
  in	
  metal	
  

homeostasis	
  in	
  plants:	
  mobilization,	
  uptake	
  and	
  sequestration,	
  xylem	
  transport	
  and	
  

finally,	
  unloading,	
  trafficking	
  and	
  storage	
  (Fig.	
  2-­‐3.).	
  To	
  mobilize	
  metals,	
  plants	
  carry	
  

out	
  rhizosphere	
  acidification	
  (and	
  to	
  charge	
  balance	
  uptake	
  of	
  cations),	
  as	
  well	
  as	
  

exudation	
  of	
  carboxylic	
  acids,	
  to	
  increase	
  bioavailability.	
  Root-­‐colonizing	
  bacteria	
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and	
  fungi	
  can	
  similarly	
  enhance	
  bioavailability	
  of	
  metals	
  in	
  the	
  rooting	
  zone.	
  

Alternatively	
  root	
  exudates	
  enable	
  protection	
  by	
  defensive	
  signaling	
  to	
  neighboring	
  

plants	
  (Bais	
  et	
  al.	
  2006).	
  	
  Parker	
  et	
  al.	
  (2001)	
  found	
  that	
  bread	
  wheat	
  exposed	
  to	
  Cu,	
  

supplied	
  as	
  2mM	
  CuCl2,	
  experienced	
  less	
  toxicity	
  (measured	
  by	
  root	
  elongation)	
  

when	
  the	
  Cu	
  was	
  combined	
  with	
  LMWOAs	
  malonate	
  and	
  malate,	
  whereas	
  citrate	
  

had	
  no	
  impact	
  in	
  reducing	
  toxicity	
  in	
  a	
  hydroponic	
  system.	
  

	
  

	
  

	
  

Fig.	
  2-­‐3.	
  Plant	
  
mechanisms	
  to	
  manage	
  
metal	
  uptake	
  	
  

Abbreviations	
  and	
  
symbols:	
  CW,	
  cell	
  wall;	
  
M,	
  metal;	
  filled	
  circles,	
  
chelators;	
  filled	
  ovals,	
  
transporters;	
  bean-­‐
shaped	
  structures,	
  
metallochaperones.	
  
Taken	
  from	
  (Clemens	
  et	
  
al.	
  2002)	
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Uptake	
  through	
  the	
  root	
  is	
  initialized	
  by	
  the	
  attachment	
  of	
  the	
  metal	
  to	
  the	
  

root	
  cell	
  wall.	
  Transporters	
  then	
  take	
  the	
  metal	
  across	
  the	
  plasma	
  membrane.	
  

nRAMP	
  (natural	
  resistance-­‐associated	
  macrophage	
  protein)	
  and	
  ZIP	
  (ZRT,	
  IRT-­‐like	
  

protein)	
  genetic	
  families	
  are	
  thought	
  to	
  generate	
  most	
  of	
  the	
  Cu	
  transporters	
  as	
  

shown	
  by	
  exposing	
  the	
  plant	
  to	
  micronutrient	
  deficient	
  conditions	
  (Clemens	
  et	
  al.	
  

2002,	
  White	
  and	
  Broadley	
  2009).	
  	
  

Transport	
  of	
  transition	
  metals	
  within	
  the	
  xylem	
  is	
  tightly	
  controlled;	
  Cu	
  is	
  

almost	
  always	
  attached	
  to	
  a	
  ligand,	
  and	
  movement	
  of	
  Cu	
  is	
  done	
  by	
  exchange	
  

reactions,	
  substituting	
  one	
  ligand	
  for	
  another.	
  The	
  ligand	
  attached	
  to	
  the	
  Cu	
  will	
  

impact	
  bioavailability	
  and	
  toxicity.	
  Cu	
  is	
  unloaded	
  through	
  the	
  xylem	
  sap,	
  where	
  it	
  is	
  

required	
  in	
  leaf	
  cells.	
  Excessive	
  Cu	
  is	
  also	
  sequestered	
  into	
  the	
  plant	
  vacuoles	
  cells,	
  

which	
  act	
  as	
  a	
  storage	
  for	
  unwanted	
  micronutrients	
  (Clemens	
  et	
  al.	
  2002).	
  	
  

	
  

Cu	
  toxicity	
  
	
  

Copper	
  is	
  a	
  necessary	
  micronutrient,	
  but	
  the	
  range	
  of	
  tolerance	
  is	
  narrow.	
  Cu	
  

becomes	
  damaging	
  due	
  to	
  its	
  redox	
  potential	
  as	
  an	
  ion	
  and	
  ability	
  to	
  disrupt	
  thiol	
  

bonds	
  in	
  proteins,	
  compromising	
  their	
  secondary	
  structure	
  (Ducic	
  and	
  Polle	
  2005).	
  

Marschner	
  (1995)	
  suggests	
  deficient	
  shoot	
  loadings	
  of	
  1	
  –	
  5	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  shoot	
  

mass,	
  and	
  an	
  upper	
  threshold	
  of	
  20	
  –	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  shoot	
  mass.	
  Wheat	
  plants	
  

undergoing	
  Cu	
  phytotoxicity	
  demonstrate	
  oxidative	
  stress	
  (as	
  the	
  Cu2+	
  ion	
  is	
  

reduced	
  to	
  Cu+)	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012)	
  and	
  shoot	
  growth	
  reduction	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  

2012),	
  as	
  well	
  as	
  chlorosis	
  (yellowing	
  of	
  shoots).	
  Oxidative	
  stress	
  may	
  be	
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demonstrated	
  by	
  potassium	
  (K+)	
  efflux	
  (Demidchik	
  2014)	
  from	
  roots,	
  observed	
  in	
  

a	
  matter	
  of	
  hours	
  after	
  the	
  plant	
  is	
  exposed	
  to	
  sufficiently	
  high	
  levels	
  of	
  Cu	
  ions.	
  	
  

The	
  toxicity	
  of	
  metals	
  may	
  be	
  related	
  to	
  their	
  attachment	
  to	
  the	
  root	
  cell	
  wall.	
  

Research	
  by	
  Kopittke	
  et	
  al.	
  (2011)	
  showed	
  that	
  in	
  3	
  day	
  old	
  cow	
  pea	
  seedling	
  roots	
  

(a	
  dicot)	
  exposed	
  to	
  Cu	
  ions,	
  the	
  Cu	
  ions	
  concentrate	
  around	
  the	
  root	
  tip.	
  This	
  

concentration	
  may	
  be	
  responsible	
  for	
  the	
  lack	
  of	
  root	
  elongation,	
  due	
  to	
  Cu	
  binding	
  

with	
  citric	
  acid	
  and	
  cysteine	
  binding	
  with	
  -­‐SH	
  functional	
  groups	
  on	
  the	
  root	
  surface,	
  

restricting	
  cell	
  growth	
  after	
  3	
  hours,	
  and	
  the	
  outer	
  cortex	
  (polygalacturonic	
  acid)	
  

after	
  24	
  hours	
  of	
  Cu	
  exposure.	
  It	
  is	
  possible	
  that	
  Cu	
  ions,	
  in	
  sufficient	
  concentrations,	
  

might	
  damage	
  root	
  cells,	
  making	
  ingress	
  of	
  Cu	
  ions,	
  or	
  CuO	
  NPs,	
  more	
  efficient.	
  	
  

	
  Cu	
  rhizotoxicity	
  in	
  wheat	
  is	
  indicated	
  by	
  stunted	
  and	
  thickened	
  root	
  growth,	
  

darkening	
  in	
  color,	
  and	
  abnormal	
  root	
  branching,	
  which	
  increases	
  with	
  Cu	
  

concentration	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012;	
  Michaud	
  et	
  al.	
  2008).	
  The	
  effect	
  may	
  increase	
  

with	
  pH,	
  as	
  carboxylic	
  groups	
  on	
  the	
  root	
  surface	
  are	
  deprotonated,	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  

2008)	
  enhancing	
  Cu	
  sorption.	
  

	
  

Copper	
  and	
  iron	
  homeostasis	
  
	
  

Despite	
  Cu	
  levels	
  controlled	
  into	
  the	
  wheat	
  plant,	
  studies	
  have	
  shown	
  in	
  

environments	
  with	
  high	
  concentrations	
  of	
  Cu,	
  uptake	
  of	
  Fe	
  is	
  reduced	
  seemingly	
  in	
  

place	
  of	
  increasing	
  Cu	
  uptake	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007).	
  Whether	
  this	
  is	
  because	
  of	
  

increasing	
  phytosiderophores	
  production	
  is	
  unknown	
  from	
  this	
  study	
  (plants	
  here	
  

were	
  grown	
  in	
  calcareous	
  soils	
  where	
  Fe	
  is	
  less	
  available,	
  hence	
  increased	
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phytosiderophores	
  production	
  is	
  likely	
  but	
  unconfirmed).	
  Inside	
  the	
  plant,	
  Grotz	
  

and	
  Guerinot	
  (2006)	
  indicate	
  that	
  Cu	
  and	
  Fe	
  have	
  different	
  transport	
  mechanisms,	
  

though	
  some	
  transporters	
  may	
  be	
  common	
  to	
  both,	
  implying	
  increased	
  uptake	
  of	
  Cu	
  

by	
  phytosiderophores	
  could	
  share	
  common	
  internal	
  pathways	
  with	
  Fe.	
  Metal	
  

homeostasis	
  has	
  both	
  plant	
  health	
  implications,	
  as	
  well	
  as	
  importance	
  in	
  staple	
  

crops	
  like	
  wheat,	
  as	
  the	
  nutrients	
  Fe	
  and	
  Cu	
  are	
  required	
  for	
  human	
  health.	
  	
  

	
  

Plants	
  and	
  Cu/CuO	
  NPs	
  

	
  
Various	
  species	
  of	
  edible	
  plants	
  have	
  been	
  studied	
  to	
  understand	
  how	
  CuO	
  

NPs	
  may	
  impact	
  agriculture.	
  Phytotoxicity,	
  defined	
  as	
  a	
  distinct	
  response	
  to	
  abiotic	
  

stress	
  experienced	
  by	
  the	
  plant,	
  is	
  evident	
  from	
  Cu-­‐based	
  nanoparticles.	
  The	
  toxicity	
  

appears	
  as	
  an	
  oxidative	
  stress,	
  in	
  some	
  cases	
  inducing	
  DNA	
  damage,	
  and	
  a	
  reduction	
  

in	
  root	
  elongation	
  and	
  morphological	
  change.	
  Oxidative	
  stress,	
  measured	
  by	
  

oxidized	
  glutathione	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012),	
  has	
  been	
  found	
  to	
  be	
  symptomatic	
  of	
  CuO	
  

NPs	
  toxicity	
  in	
  many	
  species	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012	
  (ryegras	
  and	
  radish);	
  Dimkpa	
  et	
  al.	
  

2012	
  (wheat);	
  Nair	
  and	
  Chung	
  2015a	
  (cucumber);	
  Kim	
  et	
  al.	
  2012	
  (cucumber);	
  Nair	
  

and	
  Chung	
  2015b	
  (indian	
  mustard)).	
  Lee	
  et	
  al.	
  (2013)	
  found	
  oxidative	
  stress	
  from	
  

Cu0	
  NPs	
  in	
  buckwheat.	
  Oxidatively	
  induced	
  DNA	
  damage	
  was	
  identified	
  in	
  radish,	
  

perennial	
  and	
  annual	
  ryegrass	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012),	
  and	
  buckwheat	
  (Lee	
  et	
  al.	
  2013).	
  

Strong	
  plant	
  growth	
  inhibition	
  was	
  exhibited	
  at	
  10	
  mg/L	
  CuO	
  NPs	
  for	
  radish	
  and	
  

ryegrasses	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012),	
  whereas	
  2,000	
  mg/L	
  CuO	
  NPs	
  over	
  a	
  3	
  day	
  growth	
  

period	
  was	
  required	
  to	
  affect	
  buckwheat	
  (Lee	
  et	
  al.	
  2013).	
  Dimkpa	
  et	
  al.	
  (2012)	
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observed	
  reductions	
  in	
  root	
  elongation	
  and	
  lateral	
  root	
  proliferation	
  at	
  500	
  mg	
  

Cu/kg	
  sand	
  for	
  CuO	
  NPs.	
  

Some	
  uncertainty	
  exists	
  regarding	
  the	
  toxic	
  mechanism	
  of	
  nanoparticles;	
  that	
  

is,	
  is	
  it	
  purely	
  ion	
  release	
  from	
  the	
  NPs	
  providing	
  toxicity,	
  or	
  the	
  NPs	
  themselves?	
  

Rousk	
  et	
  al.	
  (2012)	
  maintains	
  Cu	
  ions	
  released	
  from	
  the	
  NPs	
  were	
  the	
  source	
  of	
  

toxicity	
  for	
  soil	
  bacteria,	
  though	
  other	
  studies	
  provide	
  evidence	
  in	
  plants	
  that	
  there	
  

is	
  a	
  nano-­‐specific	
  toxicity	
  that	
  cannot	
  be	
  mimicked	
  by	
  a	
  Cu-­‐salt	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012;	
  Shi	
  

et	
  al.	
  2011;	
  Stampoulis	
  et	
  al.	
  2009;	
  Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014).	
  Shi	
  et	
  al.	
  (2011)	
  found	
  

that	
  CuO	
  NPs	
  were	
  four	
  times	
  more	
  effective	
  in	
  reducing	
  chlorophyll	
  in	
  duckweed	
  

compared	
  to	
  the	
  same	
  concentration	
  from	
  CuCl2,	
  implying	
  that	
  the	
  phytotoxicity	
  

could	
  not	
  be	
  solely	
  explained	
  by	
  Cu2+	
  ions.	
  Stampoulis	
  et	
  al.	
  (2009)	
  reported	
  similar	
  

findings	
  with	
  zucchini	
  and	
  Cuo	
  NPs	
  (copper	
  metal	
  NPs	
  which	
  have	
  been	
  shown	
  to	
  

readily	
  oxidize	
  into	
  CuO	
  NPs),	
  as	
  did	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012)	
  with	
  radish,	
  perennial	
  and	
  

annual	
  ryegrass.	
  In	
  contrast,	
  one	
  mechanism	
  discussed	
  by	
  Shi	
  et	
  al	
  (2011)	
  was	
  that	
  

the	
  increased	
  uptake	
  of	
  Cu	
  from	
  CuO	
  NPs	
  was	
  due	
  to	
  increased	
  Cu2+	
  dissolved	
  from	
  

the	
  NPs	
  in	
  the	
  acidified	
  rhizosphere	
  of	
  the	
  duckweed.	
  This	
  mechanism	
  of	
  NPs	
  being	
  

a	
  point	
  source	
  of	
  ions	
  close	
  to	
  the	
  root	
  surface	
  is	
  distinct	
  from	
  uptake	
  of	
  NPs	
  into	
  the	
  

plant	
  yet	
  could	
  be	
  described	
  as	
  a	
  ‘nano-­‐effect’	
  due	
  to	
  a	
  differential	
  release	
  rate	
  of	
  

ions;	
  that	
  is,	
  a	
  stream	
  of	
  ions	
  released	
  adjacent	
  to	
  the	
  root	
  surface.	
  This	
  is	
  unique	
  

because	
  bulk	
  particles	
  have	
  not	
  been	
  reported	
  to	
  emulate	
  this	
  process.	
  	
  

Lettuce	
  plants	
  were	
  hydroponically	
  grown	
  for	
  25	
  days	
  and	
  were	
  then	
  

exposed	
  to	
  Cu/CuO	
  core-­‐shell	
  NPs	
  (CuO	
  surface	
  with	
  a	
  Cu	
  center)	
  for	
  a	
  further	
  15	
  

days	
  (Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014).	
  This	
  treatment	
  resulted	
  in	
  observations	
  of	
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oxidative	
  stress,	
  changed	
  uptake	
  of	
  other	
  metal	
  ions	
  (possibly	
  due	
  to	
  Cu-­‐induced	
  

ruptured	
  membranes),	
  and	
  decreased	
  water	
  content.	
  It	
  is	
  unknown	
  if	
  nano-­‐Cu	
  

caused	
  distinct	
  effects	
  on	
  the	
  internal	
  cells	
  of	
  lettuce	
  plant	
  from	
  this	
  study.	
  	
  

Several	
  studies	
  have	
  found	
  Cuo	
  and	
  CuO	
  NPs	
  internally	
  in	
  plants	
  (Fig.	
  2-­‐1.	
  

(C)),	
  including	
  wheat,	
  maize,	
  cucumber,	
  radish	
  and	
  rice	
  (Atha	
  et	
  al.	
  2012;	
  Dimkpa	
  et	
  

al.	
  2012;	
  Lee	
  et	
  al.	
  2008;	
  Peng	
  et	
  al.	
  2015;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2012).	
  Wang	
  et	
  al.	
  (2012)	
  

identified	
  CuO	
  NP,	
  using	
  transmission	
  electron	
  microscopy	
  with	
  energy	
  dispersive	
  

spectroscopy	
  (TEM-­‐EDS),	
  in	
  the	
  unexposed	
  roots	
  in	
  maize	
  grown	
  in	
  split-­‐root	
  

hydroponics.	
  CuO	
  NPs	
  were	
  translocated	
  into	
  the	
  plant	
  roots,	
  and	
  then	
  deposited	
  

after	
  travelling	
  through	
  the	
  xylem	
  and	
  down	
  the	
  phloem	
  in	
  the	
  unexposed	
  roots,	
  

suggesting	
  that	
  the	
  CuO	
  NPs	
  travelled	
  intact	
  through	
  the	
  plant’s	
  vascular	
  system.	
  Lee	
  

et	
  al.	
  (2008),	
  found	
  that	
  bread	
  wheat	
  grown	
  in	
  agar	
  for	
  2	
  days	
  took	
  up	
  Cu0	
  NPs	
  as	
  

identified	
  using	
  TEM-­‐EDS.	
  Kim	
  et	
  al.	
  (2012)	
  reported	
  CuO	
  NPs	
  entered	
  the	
  root	
  

endodermis	
  of	
  cucumber	
  using	
  TEM,	
  as	
  did	
  Atha	
  et	
  al.	
  (2012)	
  with	
  radish.	
  The	
  

interaction	
  with	
  bread	
  wheat	
  and	
  CuO	
  NPs	
  has	
  been	
  studied	
  in	
  sand	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  

2012,	
  2013).	
  CuO	
  (64%)	
  and	
  reduced	
  Cu(I)S	
  (36%)	
  (Cu(I)S	
  is	
  known	
  to	
  be	
  part	
  of	
  

the	
  translocation	
  process	
  of	
  Cu	
  in	
  wheat)	
  was	
  found	
  in	
  shoot	
  tissue	
  after	
  growing	
  

wheat	
  in	
  sand	
  for	
  7	
  days	
  with	
  CuO	
  NPs	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012).	
  It	
  was	
  speculated	
  that	
  

the	
  CuO	
  are	
  likely	
  nanoparticles	
  taken	
  up	
  by	
  the	
  plant,	
  as	
  64%	
  was	
  found	
  in	
  the	
  form	
  

CuO.	
  The	
  authors	
  argue	
  that	
  it	
  was	
  thermodynamically	
  unlikely	
  that	
  Cu	
  was	
  

reformed	
  into	
  CuO	
  NP	
  in	
  the	
  plant,	
  implying	
  uptake	
  and	
  translocation	
  of	
  intact	
  CuO	
  

NPs	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012).	
  Confirming	
  findings	
  from	
  this	
  previous	
  study,	
  Cu	
  in	
  the	
  

form	
  of	
  CuO	
  and	
  Cu2-­‐S	
  cysteine/cysteine	
  were	
  found	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2013),	
  again	
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implying	
  complete	
  particles	
  may	
  have	
  been	
  translocated.	
  This	
  was	
  the	
  case	
  from	
  

both	
  nano	
  and	
  micro-­‐sized	
  CuO	
  particles,	
  though	
  the	
  smaller	
  particle	
  size	
  was	
  

correlated	
  with	
  greater	
  root	
  toxicity.	
  It	
  was	
  not	
  known	
  if	
  NPs	
  from	
  the	
  microparticle	
  

assays	
  were	
  taken	
  up	
  by	
  the	
  plant	
  or	
  if	
  they	
  were	
  in	
  the	
  micrometer	
  range,	
  though	
  in	
  

this	
  species	
  of	
  wheat,	
  500	
  nm	
  is	
  the	
  upper	
  limit	
  of	
  transportation	
  for	
  particles	
  in	
  the	
  

xylem	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2013).	
  Clearly,	
  Cu	
  and	
  CuO	
  NPs	
  at	
  sufficient	
  concentrations	
  in	
  

hydroponics	
  and	
  sand	
  have	
  negative	
  consequences	
  in	
  edible	
  food	
  growth.	
  	
  

Still	
  lacking	
  in	
  the	
  literature	
  is	
  how	
  the	
  exudation	
  from	
  wheat	
  will	
  impact	
  the	
  

NPs,	
  and	
  if	
  the	
  presence	
  of	
  NPs	
  will	
  determine	
  what	
  exudates	
  the	
  wheat	
  generates.	
  

Experiments	
  that	
  combine	
  the	
  plant	
  exudates	
  in	
  a	
  solid	
  phase,	
  mimicking	
  soil,	
  

without	
  competing	
  influences	
  from	
  bacteria,	
  seem	
  a	
  prudent	
  simplification.	
  A	
  

system	
  that	
  encapsulates	
  rhizosphere	
  chemistry	
  from	
  root	
  exudates,	
  CuO	
  NPs	
  and	
  

the	
  interaction	
  with	
  wheat	
  root	
  (while	
  removing	
  background	
  noise	
  from	
  bacterial	
  

interference	
  and	
  other	
  soil	
  complexities)	
  should	
  shed	
  important	
  light	
  on	
  the	
  

solution	
  phase	
  generated	
  by	
  exposing	
  wheat	
  to	
  CuO	
  NPs.	
  The	
  outcomes	
  of	
  this	
  study,	
  

combined	
  with	
  other	
  studies,	
  provide	
  valuable	
  baseline	
  data	
  for	
  scientist,	
  engineers	
  

and	
  regulators	
  to	
  make	
  decisions	
  on	
  toxicity	
  and	
  therefore	
  proper	
  disposal	
  and	
  

beneficial	
  applications	
  of	
  CuO	
  NPs.	
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CHAPTER	
  3 	
  

RHIZOSPHERE	
  INTERACTIONS	
  BETWEEN	
  COPPER	
  OXIDE	
  NANOPARTICLES	
  	
  
AND	
  WHEAT	
  ROOT	
  EXUDATES	
  IN	
  A	
  SAND	
  MATRIX;	
  INFLUENCES	
  ON	
  

BIOAVAILABILITY	
  AND	
  UPTAKE	
  
	
  
	
  

Abstract	
  
	
  

Copper	
  oxide	
  nanoparticles	
  (CuO	
  NPs)	
  are	
  used	
  in	
  an	
  expanding	
  range	
  of	
  

industries	
  including	
  a	
  potential	
  for	
  agricultural	
  application	
  as	
  a	
  fertilizer	
  or	
  as	
  a	
  

fungicide.	
  Accidental	
  spills	
  or	
  misapplication	
  of	
  CuO	
  NPs	
  may	
  lead	
  to	
  soil	
  

contamination.	
  This	
  work	
  was	
  directed	
  towards	
  understanding	
  which	
  exudates	
  

from	
  wheat	
  roots	
  force	
  increased	
  solubility	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  to	
  determine	
  whether	
  

this	
  solubility	
  is	
  related	
  to	
  increased	
  plant	
  uptake.	
  Additionally,	
  we	
  determined	
  if	
  

the	
  level	
  of	
  NPs	
  in	
  the	
  growth	
  matrix	
  has	
  a	
  feedback	
  regarding	
  composition	
  and	
  

quantity	
  of	
  exudates.	
  	
  

Bread	
  wheat	
  (Triticum	
  aestivum	
  cv	
  Deloris)	
  was	
  grown	
  for	
  10	
  days	
  in	
  sand	
  

with	
  the	
  addition	
  of	
  0	
  to	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  as	
  CuO	
  NPs.	
  The	
  plants	
  responded	
  to	
  

increased	
  nanoparticle	
  doses	
  via	
  a	
  dose-­‐dependent	
  increase	
  in	
  root	
  exudation,	
  and	
  a	
  

corresponding	
  increased	
  dissolution	
  of	
  Cu	
  from	
  the	
  NPs	
  at	
  higher	
  NP	
  doses,	
  despite	
  

recurrence	
  of	
  higher	
  pH.	
  	
  

Toxicity	
  to	
  the	
  wheat	
  plant	
  resulting	
  in	
  reduced	
  root	
  elongation	
  was	
  likely	
  

due	
  to	
  a	
  combination	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  and	
  dissolved	
  Cu	
  complexes,	
  since	
  Cu2+	
  measured	
  

by	
  an	
  ion	
  selective	
  electrode	
  was	
  <	
  5	
  μg/L,	
  and	
  not	
  clearly	
  related	
  to	
  CuO	
  NP	
  dose.	
  



	
  

	
  

39	
  
The	
  majority	
  of	
  Cu	
  was	
  by	
  a	
  wheat	
  phytosiderophore	
  deoxymugineic	
  acid	
  (DMA)	
  

and	
  citrate,	
  with	
  DMA	
  dominant	
  at	
  higher	
  CuO	
  NP	
  doses,	
  predicted	
  by	
  M’INTEQ.	
  	
  

Increased	
  uptake	
  of	
  Cu	
  as	
  well	
  as	
  reduced	
  levels	
  of	
  Ca,	
  Mg,	
  Mn,	
  K	
  and	
  Fe	
  in	
  

shoots	
  was	
  found	
  at	
  CuO	
  NP	
  levels	
  of	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  and	
  above,	
  and	
  correlated	
  

with	
  geochemical	
  modeling	
  predictions	
  of	
  increased	
  CuDMA	
  formation.	
  The	
  

increased	
  presence	
  of	
  CuO	
  NPs	
  interfered	
  with	
  Fe	
  nutrition	
  particularly	
  due	
  to	
  

increased	
  formation	
  of	
  CuDMA	
  over	
  FeDMA.	
  	
  

	
  
Keywords	
  
Copper	
  oxide	
  nanoparticles,	
  copper	
  toxicity,	
  root	
  exudates,	
  wheat,	
  complexation,	
  
deoxymugineic	
  acid	
  
	
  
	
  

1.	
  Introduction	
  
	
   	
  

Copper	
  oxide	
  nanoparticles	
  (CuO	
  NPs)	
  are	
  a	
  potential	
  environmental	
  

contaminant.	
  CuO	
  NPs	
  have	
  industrial	
  applications	
  in	
  sensors,	
  catalysts,	
  solar	
  

energy	
  conversion,	
  electronic	
  printing,	
  surfactants	
  and	
  antimicrobials	
  (Ahamed	
  and	
  

Alhadlaq	
  2014;	
  Bondarenko	
  et	
  al.	
  2012;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2013).	
  However,	
  CuO	
  NPs	
  are	
  

infrequently	
  studied	
  in	
  an	
  environmental	
  context	
  (Gardea-­‐Torresdey	
  et	
  al.	
  2014),	
  

such	
  as	
  impacts	
  of	
  CuO	
  NPs	
  on	
  soil	
  biota.	
  CuO	
  NPs	
  are	
  bacteriostatic	
  to	
  soil	
  microbes	
  

(Gajjar	
  et	
  al.	
  2009)	
  and	
  phytotoxic	
  in	
  hydroponics	
  (Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014;	
  Wang	
  

et	
  al.	
  2012)	
  and	
  in	
  a	
  sand	
  matrix	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012,	
  2013,	
  2015).	
  CuO	
  NPs	
  may	
  be	
  

intentionally	
  applied	
  as	
  fertilizers	
  or	
  fungicides,	
  or	
  incidentally	
  contaminate	
  soils	
  via	
  

waste	
  streams	
  and	
  biosolids	
  application	
  (Lee	
  et	
  al.	
  2010;	
  Rivera	
  Gil	
  et	
  al.	
  2010).	
  This	
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necessitates	
  an	
  increased	
  understanding	
  of	
  their	
  mechanisms	
  of	
  toxicity	
  in	
  an	
  

agricultural	
  context.	
  	
  

Copper	
  ions	
  have	
  significance	
  as	
  an	
  essential	
  micronutrient	
  for	
  plant	
  growth,	
  

but	
  at	
  elevated	
  levels	
  Cu	
  becomes	
  toxic	
  (Marschner	
  1995;	
  Michaud	
  et	
  al.	
  2007,	
  

2008).	
  Plants	
  have	
  developed	
  various	
  mechanisms	
  for	
  maintaining	
  homeostasis	
  of	
  

Cu	
  by	
  regulating	
  Cu	
  uptake,	
  including	
  production	
  of	
  root	
  exudates	
  to	
  increase	
  or	
  

decrease	
  bioavailability	
  of	
  Cu.	
  Specific	
  metallochaperones	
  move	
  Cu	
  internally,	
  with	
  

sequestration	
  as	
  a	
  non-­‐harmful	
  form.	
  Specific	
  efflux	
  pumps	
  remove	
  Cu	
  from	
  the	
  cells	
  

(Clemens	
  et	
  al.	
  2002).	
  Toxicity	
  occurs	
  when	
  these	
  systems	
  are	
  overwhelmed.	
  

Uncertainty	
  remains	
  regarding	
  whether	
  CuO	
  NPs	
  inflict	
  toxicity	
  directly,	
  or	
  whether	
  

the	
  toxicity	
  is	
  due	
  to	
  Cu	
  released	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs	
  (Anjum	
  et	
  al.	
  2015	
  a;	
  Atha	
  et	
  al.	
  

2012;	
  Shi	
  et	
  al.	
  2011;	
  Stampoulis	
  et	
  al.	
  2009;	
  Trujillo-­‐Reyes	
  et	
  al.	
  2014).	
  	
  

The	
  bioavailability	
  of	
  Cu	
  is	
  controlled	
  by	
  solution	
  phase	
  chemistry,	
  

particularly	
  in	
  the	
  soil	
  closest	
  to	
  the	
  roots,	
  the	
  rhizosphere.	
  pH	
  and	
  dissolved	
  

organic	
  carbon	
  (DOC)	
  are	
  most	
  influential	
  on	
  Cu	
  mobility	
  and	
  bioavailability	
  

(Michaud	
  et	
  al.	
  2007;	
  Sauve	
  et	
  al.	
  2000).	
  Cu	
  can	
  exist	
  in	
  solution	
  as	
  a	
  free	
  ion	
  (Cu2+)	
  

or	
  complexed	
  with	
  inorganic	
  or	
  organic	
  ligands.	
  The	
  presence	
  of	
  ligands,	
  including	
  

plant	
  and	
  bacterial	
  exudates,	
  changes	
  Cu	
  mineral	
  dissolution,	
  desorption	
  and	
  

bioavailability.	
  	
  

Specifically,	
  wheat	
  plants	
  grown	
  under	
  Fe-­‐deficient	
  conditions	
  up	
  regulate	
  

production	
  of	
  the	
  phytosiderophores	
  deoxymugineic	
  acid	
  (DMA)	
  that	
  form	
  strong	
  

Cu-­‐complexes	
  (Ma	
  and	
  Nomoto	
  1993,	
  1996;	
  Xuan	
  et	
  al.	
  2006).	
  Fe	
  nutrition	
  is	
  

affected	
  in	
  shoots	
  of	
  wheat	
  grown	
  in	
  Cu	
  contaminated	
  soils	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2008),	
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which	
  we	
  speculate	
  may	
  be	
  due	
  to	
  phytosiderophore-­‐Cu	
  complexation	
  limiting	
  Fe	
  

uptake.	
  	
  Additionally,	
  low	
  molecular	
  weight	
  organic	
  acids	
  (LMWOAs)	
  such	
  as	
  citrate	
  

and	
  malate,	
  can	
  solubilize	
  metals	
  that	
  are	
  otherwise	
  not	
  bioavailable	
  (Anjum	
  et	
  al.	
  

2015	
  b;	
  Dakora	
  and	
  Phillips	
  2002).	
  Increased	
  solubility	
  through	
  complexation	
  can	
  

drive	
  uptake	
  into	
  the	
  plant	
  or	
  bacteria.	
  For	
  example,	
  citrate,	
  a	
  bacterial	
  and	
  root	
  

exudate,	
  complexes	
  Cu	
  and	
  enhances	
  uptake	
  by	
  a	
  soil	
  bacterium,	
  Pseudomonas	
  

putida	
  (McLean	
  et	
  al.	
  2013).	
  Indeed,	
  the	
  root	
  exudates,	
  oxalate	
  and	
  citrate	
  from	
  

Belamcanda	
  chinensis,	
  when	
  applied	
  to	
  soil,	
  increased	
  Cu	
  uptake	
  in	
  the	
  grass,	
  

Echinochloa	
  crus-­‐galli	
  (Kim	
  et	
  al.	
  2010).	
  Amino	
  acids	
  leach	
  high	
  levels	
  of	
  Cu	
  from	
  

CuO	
  NPs,	
  causing	
  toxicity	
  to	
  the	
  bacteria	
  E.	
  coli	
  in	
  culture	
  solutions	
  (Gunawan	
  et	
  al.	
  

2011).	
  Amino	
  acids	
  and	
  polypeptides	
  can	
  sorb	
  to	
  CuO	
  NPs	
  with	
  different	
  affinities	
  

(Joshi	
  et	
  al.	
  2012).	
  Competing	
  stabilities	
  between	
  complexes	
  make	
  this	
  system	
  non-­‐

trivial	
  (Callahan	
  et	
  al.	
  2006).	
  Thus	
  organic	
  ligands	
  play	
  a	
  crucial	
  role	
  in	
  defining	
  the	
  

rhizosphere	
  and	
  controlling	
  Cu	
  uptake,	
  and	
  the	
  concentrations	
  of	
  these	
  exudates	
  

may	
  be	
  driven	
  by	
  increased	
  amounts	
  of	
  Cu	
  (Nian	
  et	
  al.	
  2002).	
  Of	
  pertinence	
  to	
  a	
  

plant-­‐NP	
  system	
  is	
  the	
  solution	
  phase	
  biogeochemistry,	
  particularly	
  the	
  interplay	
  

between	
  the	
  NP	
  dose	
  and	
  the	
  exudation	
  of	
  organic	
  carbon	
  by	
  the	
  roots	
  of	
  wheat	
  

plant.	
  Since	
  such	
  organic	
  carbon	
  will	
  affect	
  CuO	
  NP	
  aggregation-­‐dissolution,	
  the	
  

uptake	
  of	
  metal	
  into	
  the	
  plant	
  is	
  influenced.	
  Exudation	
  of	
  different	
  ligands,	
  which	
  

may	
  vary	
  with	
  CuO	
  NP	
  dose,	
  may	
  have	
  implications	
  for	
  metal	
  uptake	
  and	
  

homeostasis	
  in	
  the	
  plant	
  (Clemens	
  2001).	
  	
  

Solution	
  properties	
  will	
  affect	
  NP	
  solubility,	
  through	
  chelation,	
  and	
  ligands	
  

can	
  increase	
  bioavailable	
  Cu	
  to	
  plants	
  as	
  seen	
  in	
  hydroponic	
  studies	
  (Michaud	
  et	
  al.	
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2008;	
  Parker	
  et	
  al.	
  2001;	
  Ryan	
  et	
  al.	
  2013).	
  However,	
  hydroponic	
  systems	
  imply	
  

several	
  shortcomings	
  from	
  a	
  morphologic	
  and	
  geochemical	
  perspective.	
  Jones	
  

(1998)	
  highlights	
  that	
  roots	
  grown	
  hydroponically	
  are	
  morphologically	
  and	
  

physiologically	
  different	
  from	
  those	
  grown	
  in	
  solid	
  systems,	
  including	
  the	
  lack	
  of	
  

root	
  hairs,	
  mechanical	
  impedance	
  and	
  water	
  stress.	
  Conversely,	
  wheat	
  grown	
  in	
  a	
  

solid	
  matrix	
  allows	
  CuO	
  NPs	
  to	
  interact	
  more	
  realistically	
  with	
  quantities	
  of	
  ligands	
  

produced	
  in	
  rhizosphere	
  processes	
  (e.g.,	
  phytosiderophores	
  are	
  produced	
  up	
  to	
  10x	
  

higher	
  in	
  hydroponics	
  compared	
  to	
  soil	
  systems	
  (Oburger	
  et	
  al.	
  2014))	
  and,	
  thus,	
  the	
  

NPs	
  surface	
  properties,	
  rates	
  of	
  aggregation	
  and	
  dissolution	
  to	
  be	
  investigated	
  more	
  

realistically.	
  	
  

This	
  study	
  evaluates	
  the	
  interactions	
  between	
  root	
  exudates	
  of	
  bread	
  wheat	
  

(Triticum	
  aestivum)	
  and	
  CuO	
  NPs	
  at	
  sub-­‐lethal	
  levels	
  in	
  a	
  sand	
  matrix,	
  along	
  with	
  a	
  

control	
  without	
  NPs.	
  This	
  interaction	
  will	
  model	
  rhizosphere	
  processes,	
  and	
  isolate	
  

plant-­‐NP	
  interactions	
  (in	
  the	
  absence	
  of	
  microbes)	
  to	
  assess	
  how	
  plant	
  exudates	
  

may	
  defend	
  against	
  toxicity,	
  or	
  drive	
  dissolution	
  of	
  the	
  NP	
  into	
  Cu2+	
  ions	
  and	
  

complexes,	
  and	
  affect	
  Cu	
  uptake	
  by	
  the	
  wheat	
  plant.	
  The	
  solution	
  phase	
  of	
  this	
  

system	
  was	
  analyzed	
  to	
  better	
  understand	
  the	
  CuO	
  NP-­‐wheat	
  root	
  exudate	
  

interplay.	
  From	
  this,	
  the	
  mechanisms	
  of	
  CuO	
  NP	
  toxicity	
  were	
  inferred,	
  and	
  the	
  plant	
  

response	
  and	
  ability	
  to	
  manage	
  metal	
  homeostasis	
  investigated	
  at	
  the	
  end	
  of	
  the	
  

growth	
  period.	
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2.	
  Materials	
  and	
  methods	
  
	
  

2.1	
  Characterization	
  of	
  NPs	
  

	
   CuO	
  NPs	
  obtained	
  from	
  Sigma-­‐Aldrich	
  (MO,	
  USA)	
  were	
  characterized	
  in	
  

deionized	
  water	
  and	
  in	
  sand	
  for	
  aggregation,	
  shape	
  evolution,	
  dissolution,	
  and	
  

surface	
  charge	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012,	
  2013,	
  2015).	
  In	
  water	
  the	
  CuO	
  NPs	
  aggregated	
  

to	
  an	
  average	
  diameter	
  of	
  318	
  nm,	
  while	
  in	
  planted	
  sand	
  the	
  NPs	
  had	
  an	
  average	
  

diameter	
  of	
  317	
  nm.	
  The	
  CuO	
  NPs	
  contained	
  Al	
  (216	
  μg/g),	
  Fe	
  (814	
  μg/g),	
  Mn	
  (130	
  

μg/g)	
  and	
  Zn	
  (153	
  μg/g).	
  In	
  sand,	
  the	
  zeta	
  potential	
  of	
  particles	
  in	
  suspension	
  was	
  

reduced	
  from	
  -­‐27	
  mV	
  to	
  -­‐18	
  mV	
  when	
  plants	
  were	
  present.	
  	
  

	
  

2.2	
  Plant	
  growth	
  conditions	
  

White	
  silica	
  sand	
  (UNIMIN	
  Corp.,	
  ID,	
  US)	
  was	
  washed	
  by	
  deionized	
  water	
  (DI)	
  

three	
  times,	
  and	
  heated	
  overnight	
  in	
  a	
  550°	
  muffle	
  furnace	
  to	
  remove	
  organic	
  

matter.	
  After	
  washing	
  in	
  DI	
  again,	
  sand	
  was	
  oven	
  dried	
  at	
  150°.	
  	
  Some	
  soluble	
  

organic	
  matter	
  remained	
  despite	
  the	
  muffle	
  furnace	
  treatment	
  (1.5	
  mg/L	
  each	
  of	
  

formate,	
  acetate	
  and	
  gluconate	
  reducing	
  background	
  DOC	
  to	
  <	
  5mg/L	
  in	
  a	
  2:1	
  

water:sand	
  extraction	
  with	
  10	
  g	
  sand).	
  	
  

Nitric	
  acid	
  digestion	
  of	
  the	
  sand	
  showed	
  small	
  amounts	
  of	
  Al,	
  Fe	
  and	
  very	
  

little	
  Cu,	
  though	
  much	
  of	
  this	
  was	
  not	
  water-­‐soluble	
  (Table	
  3-­‐1.	
  )	
  Diethylene	
  

triamine	
  pentaacetic	
  acid	
  (DTPA)-­‐ammonium	
  bicarbonate	
  extraction	
  (ABC)	
  (Reed	
  

and	
  Martens	
  1996)	
  was	
  performed	
  to	
  assess	
  plant	
  available	
  metals	
  in	
  the	
  sand.	
  

DTPA-­‐ABC	
  is	
  a	
  standard	
  test	
  to	
  define	
  nutrient	
  requirements	
  for	
  various	
  crops,	
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including	
  wheat.	
  	
  The	
  sand	
  is	
  deficient	
  in	
  Fe,	
  Zn,	
  Mn	
  and	
  Cu	
  for	
  plant	
  growth	
  

(Table	
  3-­‐1.	
  	
  

	
  

Table	
  3-­‐1.	
  DTPA	
  and	
  nitric	
  acid	
  digestion	
  of	
  muffle	
  furnace	
  treated	
  sand	
  (mg	
  
metal/kg	
  dry	
  sand).	
  Water-­‐soluble	
  metals	
  were	
  obtained	
  by	
  shaking	
  20	
  g	
  dry	
  sand	
  
in	
  40	
  mL	
  deionized	
  water	
  for	
  24	
  hours.	
  	
  

mg	
  metal	
  /kg	
  dry	
  sand	
   Al	
   Fe	
   Zn	
  	
   Mn	
   Cu	
  	
  
Water-­‐soluble	
  (2:1	
  DI:sand)	
  	
   5.4	
   1.4	
   0.0

1	
  
0.0
8	
  

0.01	
  

Nitric	
  acid	
  digestion	
  (EPA	
  Method	
  3050)	
   746	
   347	
   2.2	
   3.6	
   0.4	
  
DTPA-­‐ABC	
  extraction	
   2.6	
   2.8	
   0.1	
   0.0

3	
  
0.3	
  

Nutrient	
  requirement	
  considered	
  low	
  for	
  
generalized	
  fertility	
  (DTPA	
  extractable)	
  (James	
  
and	
  Topper	
  2010)	
  

NA	
   <3	
   <1	
   <1	
   <0.2	
  

	
  

The	
  experiment	
  was	
  a	
  randomized	
  block	
  design	
  with	
  studies	
  being	
  blocked	
  

on	
  time,	
  due	
  to	
  limitations	
  on	
  handling	
  the	
  number	
  of	
  pots	
  at	
  harvesting	
  and	
  

analytical	
  support.	
  	
  Each	
  study	
  was	
  repeated	
  three	
  times,	
  with	
  triplicate	
  replications	
  

within	
  each	
  study	
  time.	
  The	
  studies	
  were	
  replicated	
  completely,	
  as	
  opposed	
  to	
  one	
  

CuO	
  NP	
  dose	
  each	
  time,	
  to	
  avoid	
  biological	
  and	
  procedural	
  bias.	
  The	
  first	
  two	
  

experimental	
  replicate	
  sets	
  were	
  identical	
  in	
  design	
  and	
  analysis.	
  The	
  third	
  

experimental	
  replicate	
  included	
  two	
  additional	
  doses	
  of	
  CuO	
  NPs	
  (10	
  and	
  200	
  

mg/kg)	
  and	
  additional	
  NP	
  separation	
  methods.	
  

Within	
  each	
  study,	
  CuO	
  NPs	
  were	
  added	
  to	
  the	
  sand	
  at	
  doses	
  of	
  0,	
  30,	
  100,	
  

300	
  mg	
  Cu/kg	
  and	
  shaken	
  for	
  30	
  minutes	
  in	
  acid-­‐washed	
  1,000	
  ml	
  Nalgene	
  bottles	
  

to	
  homogenize	
  the	
  samples.	
  The	
  sand/NP	
  samples	
  were	
  then	
  autoclaved,	
  and	
  

distributed	
  into	
  the	
  Magenta	
  boxes	
  (21	
  x	
  7	
  x	
  7	
  cm,	
  Sigma	
  Aldrich	
  MO	
  USA)	
  used	
  for	
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planting.	
  A	
  Ca(NO3)2	
  filter	
  sterilized	
  solution	
  (0.7mM)	
  was	
  amended	
  to	
  the	
  sand	
  

in	
  the	
  Magenta	
  boxes	
  for	
  background	
  ionic	
  strength	
  and	
  Ca	
  for	
  seed	
  germination	
  and	
  

root	
  growth.	
  The	
  higher	
  NP	
  doses	
  are	
  sub-­‐lethal	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012),	
  but	
  cause	
  a	
  

significant	
  decrease	
  in	
  root	
  length	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012)	
  and	
  oxidative	
  stress	
  

(Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012).	
  	
  

Initially	
  300	
  g	
  of	
  sand	
  was	
  used	
  for	
  plant	
  growth	
  at	
  all	
  concentrations	
  of	
  CuO	
  

NPs.	
  With	
  the	
  lower	
  doses,	
  the	
  roots	
  extended	
  throughout	
  the	
  boxes,	
  but	
  at	
  the	
  

higher	
  dosing,	
  the	
  roots	
  penetrated	
  only	
  the	
  top	
  2	
  cm	
  of	
  the	
  sand.	
  To	
  ensure	
  the	
  

roots	
  were	
  fully	
  distributed	
  throughout	
  the	
  sand	
  for	
  all	
  treatments	
  (all	
  the	
  sand	
  and	
  

CuP	
  NPs	
  are	
  rhizosphere	
  influenced),	
  the	
  mass	
  of	
  sand	
  was	
  reduced	
  proportionally	
  

(Table	
  3-­‐2.).	
  The	
  0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  solution	
  was	
  added	
  to	
  the	
  sand	
  at	
  1.5	
  times	
  field	
  

capacity.	
  Field	
  capacity	
  of	
  the	
  sand	
  was	
  determined	
  by	
  allowing	
  the	
  saturated	
  sand	
  

to	
  freely	
  drain	
  overnight	
  and	
  the	
  results	
  were	
  as	
  reported	
  by	
  Saxton	
  and	
  Rawls	
  

(2006)	
  for	
  sand.	
  Experimental	
  set-­‐up	
  is	
  summarized	
  in	
  Table	
  3-­‐2.	
  Additional	
  CuO	
  NP	
  

doses	
  at	
  10	
  and	
  200	
  (in	
  triplicate)	
  were	
  added	
  to	
  the	
  final	
  study	
  to	
  assess	
  Cu	
  

solubility	
  at	
  6	
  levels	
  for	
  correlations	
  and	
  plant	
  response	
  purposes.	
  

Seeds	
  were	
  surface	
  sterilized	
  with	
  3%	
  NaOCl	
  (Clorox,	
  CA,	
  USA)	
  and	
  pre-­‐

germinated	
  on	
  Luria	
  Bertani	
  (LB)	
  media	
  plates	
  for	
  4	
  days,	
  to	
  assess	
  microbial	
  

sterility.	
  25	
  seedlings	
  (on	
  plates	
  free	
  from	
  microbial	
  growth)	
  per	
  Magenta	
  box	
  were	
  

then	
  transferred	
  to	
  the	
  treated	
  sand.	
  Plants	
  were	
  grown	
  for	
  10	
  days	
  under	
  

fluorescent	
  lights	
  (28	
  °C,	
  16	
  hours	
  light,	
  8	
  hours	
  dark,	
  generating	
  a	
  photosynthetic	
  

photon	
  flux	
  density	
  of	
  144	
  pmol	
  m-­‐2	
  s-­‐1	
  at	
  the	
  box	
  surface)	
  in	
  conditions	
  previously	
  

described	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012,	
  2013).	
  All	
  boxes	
  were	
  placed	
  under	
  the	
  light	
  so	
  that	
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the	
  level	
  of	
  the	
  sand	
  was	
  the	
  same	
  for	
  all	
  treatments	
  and	
  rotated	
  daily,	
  

minimizing	
  photo	
  effects	
  on	
  the	
  shoots.	
  	
  Equivalent	
  treatments	
  without	
  plants	
  were	
  

included	
  as	
  controls.	
  	
  

	
  

Table	
  3-­‐2.	
  Experimental	
  conditions	
  –	
  within	
  each	
  experiment	
  treatments	
  were	
  
replicated	
  3	
  times	
  (9	
  Magenta	
  boxes	
  per	
  treatment).	
  Unplanted	
  treatments	
  were	
  
prepared	
  to	
  control	
  for	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  the	
  calcium	
  nitrate	
  solution.	
  
Treatments	
  with	
  *	
  were	
  only	
  evaluated	
  in	
  experiment	
  3.	
  

CuO	
  NPs	
  
	
  (mg	
  Cu/	
  

kg	
  dry	
  sand)	
  

Sand	
  	
  
(g)	
  

0.7	
  mM	
  
Ca(NO3)2	
  

solution	
  (mL)	
  
Initial	
  	
  

0.7	
  mM	
  
Ca(NO3)2	
  

solution	
  (mL)	
  	
  
Flush	
  	
  

Replication	
  
(Magenta	
  
boxes)	
  

0	
   300	
   45	
   45	
   9	
  
10	
   220	
   33	
   33	
   3*	
  
30	
   160	
   24	
   24	
   9	
  
100	
   110	
   16.5	
   16.5	
   9	
  
200	
   90	
   13.5	
   13.5	
   3*	
  
300	
   70	
   10.5	
   15.5	
   9	
  

	
  

2.3	
  Analysis	
  of	
  plant	
  tissues	
  and	
  sand	
  after	
  harvesting	
  

	
   After	
  growth,	
  0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  solution	
  was	
  added	
  to	
  flush	
  exudates	
  from	
  

roots.	
  This	
  process	
  was	
  started	
  3	
  h	
  after	
  the	
  start	
  of	
  the	
  photoperiod	
  for	
  maximum	
  

phytosiderophore	
  exudation	
  (Oburger	
  et	
  al.	
  2014).	
  The	
  volume	
  used	
  for	
  each	
  

treatment	
  was	
  equivalent	
  to	
  the	
  volume	
  added	
  before	
  plant	
  growth,	
  apart	
  from	
  the	
  

300	
  mg	
  Cu/kg	
  dose	
  (Table	
  3-­‐2).	
  Addition	
  of	
  this	
  solution	
  was	
  necessary	
  to	
  provide	
  

adequate	
  volume	
  for	
  analyses.	
  The	
  solution	
  was	
  equilibrated	
  with	
  the	
  sand	
  in	
  the	
  

presence	
  of	
  the	
  plants	
  for	
  15	
  minutes.	
  Plants	
  were	
  then	
  removed	
  from	
  the	
  sand,	
  

measured	
  for	
  longest	
  root	
  and	
  shoot,	
  and	
  roots	
  washed	
  thoroughly	
  with	
  deionized	
  

water.	
  Shoots	
  were	
  cut	
  above	
  the	
  coleoptile,	
  since	
  our	
  observations	
  indicate	
  that	
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CuO	
  NPs	
  are	
  bound	
  to	
  this	
  tissue,	
  distorting	
  uptake	
  results.	
  Tissue	
  was	
  dried	
  

overnight	
  at	
  60	
  °C,	
  digested	
  using	
  nitric	
  acid	
  (Jones	
  and	
  Case	
  1990)	
  and	
  analyzed	
  for	
  

Cu,	
  Fe,	
  Mn,	
  Ca,	
  Mg	
  and	
  K	
  by	
  inductively	
  coupled	
  plasma	
  mass	
  spectroscopy	
  (ICPMS)	
  

(Agilent	
  7700x)	
  (EPA	
  method	
  6030).	
  The	
  sand	
  was	
  digested	
  using	
  nitric	
  acid	
  and	
  

hydrogen	
  peroxide	
  (USEPA	
  1996	
  method	
  3050)	
  with	
  analyses	
  for	
  trace	
  elements	
  

and	
  major	
  cations	
  by	
  ICPMS.	
  

	
  

2.4	
  Analysis	
  of	
  water	
  extraction	
  	
  

	
   Solution	
  was	
  removed	
  from	
  sand	
  by	
  pouring	
  the	
  contents	
  of	
  the	
  boxes	
  into	
  

autoclaved	
  100	
  mm	
  diameter	
  long	
  stem	
  glass	
  funnels	
  stopped	
  with	
  glass	
  wool	
  place	
  

onto	
  vacuum	
  flasks.	
  	
  Extraction	
  of	
  the	
  liquid	
  from	
  the	
  sand	
  was	
  aided	
  with	
  

application	
  of	
  a	
  vacuum.	
  The	
  collected	
  solution	
  was	
  then	
  filtered	
  through	
  a	
  0.2-­‐µm	
  

nylon	
  filter	
  (Environmental	
  Express	
  Charleston	
  SC)	
  for	
  sterility.	
  

Metals	
  were	
  determined	
  in	
  the	
  filtered	
  solution	
  by	
  ICPMS	
  after	
  centrifugation	
  

to	
  remove	
  nanoparticles	
  greater	
  than	
  10	
  nm	
  by	
  (Eppendorf	
  centrifuge	
  8504,	
  

Eppendorf	
  rotor	
  F45-­‐30-­‐11).	
  Samples	
  were	
  centrifuged	
  at	
  14,000	
  x	
  g	
  for	
  14	
  minutes	
  

(Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012,	
  2013).	
  Based	
  on	
  Stokes	
  Einstein	
  equation,	
  this	
  procedure	
  will	
  

remove	
  CuO	
  particles	
  greater	
  than	
  10	
  nm	
  (Cu<10),	
  as	
  confirmed	
  by	
  dynamic	
  light	
  

scattering	
  (DLS,	
  DynaPro	
  NanoStar,	
  Wyatt	
  Technology	
  Corporation,	
  Santa	
  Barbara,	
  

CA)	
  to	
  remove	
  all	
  (Cu	
  and	
  otherwise)	
  particles	
  above	
  the	
  10	
  nm	
  (personal	
  

communication	
  with	
  Josh	
  Hortin	
  2016).	
  In	
  water	
  quality	
  analysis	
  dissolved	
  has	
  been	
  

traditional	
  defined	
  by	
  filtration	
  with	
  0.45	
  µm	
  or	
  more	
  recently	
  0.2	
  µm.	
  These	
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filtration	
  methods	
  however	
  are	
  not	
  adequate	
  with	
  NPs,	
  since	
  the	
  filters	
  will	
  not	
  

remove	
  nano-­‐sized	
  material	
  that	
  would	
  be	
  inappropriate	
  defined	
  as	
  dissolved.	
  

pH	
  (Accumet	
  Excel	
  XL25,	
  Fisher	
  Scientific)	
  was	
  determined	
  on	
  	
  the	
  0.2	
  µm	
  

filtered	
  solution	
  by	
  standard	
  methods	
  	
  (Method	
  4500,	
  APHA	
  2014).	
  Dissolved	
  

organic	
  carbon	
  (DOC)	
  was	
  determined	
  in	
  this	
  filtered	
  solution	
  by	
  combustion	
  with	
  

IR	
  detection	
  TOC	
  analyzer	
  (Apollo	
  9000,	
  Teledyne	
  Tekmar,	
  Method	
  5310	
  B	
  (APHA	
  

2014)).	
  Amino	
  acids	
  were	
  also	
  determined	
  from	
  the	
  0.2	
  µm	
  filtered	
  solution	
  by	
  

HPLC	
  (Aquity,	
  MA,	
  USA)	
  (Creager	
  et	
  al.	
  2010).	
  Ion	
  chromatography	
  using	
  a	
  Dionex	
  

ICS-­‐3000	
  equipped	
  with	
  a	
  Dionex	
  IonPac	
  AS11-­‐HC	
  analytical	
  column	
  and	
  guard	
  

column	
  and	
  a	
  Dionex	
  ASRS-­‐ULTRA	
  Anion	
  Self-­‐Regenerating	
  Suppressor	
  (Dionex	
  

Corp.,	
  Sunnyvale,	
  CA)	
  determined	
  low	
  molecular	
  weight	
  organic	
  acids	
  and	
  nitrate.	
  

For	
  total	
  sugars,	
  a	
  sulfuric	
  acid	
  method	
  with	
  a	
  glucose	
  standard	
  was	
  used,	
  with	
  

quantification	
  using	
  a	
  Genesys	
  6	
  UV-­‐Visible	
  Spectrophotometer	
  (Thermo	
  Scientific,	
  

Madison	
  WI)	
  at	
  315	
  nm	
  as	
  per	
  Albalasmeh	
  et	
  al.	
  (2013).	
  Protein	
  concentration	
  was	
  

resolved	
  via	
  BCA	
  Protein	
  Assay	
  kit	
  (Thermo	
  scientific,	
  Rockford,	
  IL)	
  under	
  the	
  5	
  -­‐	
  

250	
  μg/mL	
  method,	
  measured	
  by	
  the	
  UV	
  Vis	
  spectrometer	
  at	
  576	
  nm.	
  Acetone	
  

precipitation	
  was	
  used	
  to	
  minimize	
  interferences.	
  	
  

	
   The	
  phytosiderophore,	
  2’	
  deoxymugeinic	
  acid	
  (DMA),	
  was	
  determined	
  after	
  

the	
  3	
  kDa	
  microcentrifuged	
  filtrate	
  (discussed	
  further	
  in	
  section	
  2.5)	
  (Millipore,	
  MA,	
  

USA)	
  (2700	
  x	
  g	
  for	
  30	
  min).	
  DMA	
  was	
  quantified	
  against	
  a	
  certified	
  standard	
  

(Toronto	
  Research	
  Chemical,	
  Toronto,	
  Canada)	
  by	
  liquid	
  chromatography	
  triple	
  

quadrupole	
  MS	
  (LC-­‐QqQ-­‐MS)	
  (Agilent	
  1290	
  ultra	
  HPLC	
  6490)	
  with	
  zwitterionic	
  

column	
  (150	
  mm	
  x	
  1.0	
  mm	
  I.D.)	
  and	
  guard	
  column	
  (14	
  mm	
  x	
  1.0	
  mm	
  I.D.)	
  from	
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SeQuant	
  (Umea,	
  Sweden)).	
  The	
  LC-­‐QqQ-­‐MS	
  was	
  operated	
  using	
  multiple	
  reaction	
  

monitoring	
  and	
  the	
  mobile	
  phase	
  was	
  0.1%	
  formic	
  acid,	
  similar	
  to	
  the	
  method	
  

described	
  by	
  Schindlegger	
  et	
  al.	
  (2014).	
  The	
  3	
  kDa	
  microcentrifuged	
  filtrate	
  was	
  

analyzed	
  since	
  the	
  <10	
  nm	
  fraction	
  led	
  to	
  carry	
  over	
  of	
  Cu	
  during	
  analysis.	
  	
  The	
  

samples	
  were	
  acidified	
  to	
  replace	
  Cu	
  or	
  Fe	
  from	
  the	
  molecule	
  for	
  analysis	
  of	
  total	
  

DMA.	
  

	
  

2.5	
  Metal	
  uptake	
  into	
  the	
  wheat	
  plant,	
  against	
  metal	
  and	
  DOC	
  size	
  distribution	
  	
  

To	
  evaluate	
  metal	
  speciation	
  in	
  more	
  detail,	
  metals	
  (M)	
  were	
  size	
  

differentiated	
  by	
  two	
  methods,	
  microcentrifugation	
  and	
  3kDA	
  ultra	
  filtration	
  in	
  

Experiment	
  3.	
  The	
  microcentrifugation,	
  described	
  above,	
  removed	
  particles	
  greater	
  

than	
  10	
  nm	
  (M<10).	
  This	
  supernatant	
  includes	
  nanoparticles	
  <10	
  nm,	
  complexed	
  

metals	
  and	
  free	
  metal	
  ions.	
  	
  The	
  3-­‐kDa	
  ultrafiltration	
  removed	
  all	
  particles	
  above	
  1	
  

nm	
  (M<1).	
  This	
  filtrate	
  includes	
  metal	
  complexes	
  less	
  than	
  3	
  kDa,	
  and	
  free	
  metals	
  

(Table	
  3-­‐3.).	
  Specifically,	
  the	
  0.2	
  µm	
  filtered	
  solution	
  was	
  also	
  centrifuged	
  using	
  a	
  3	
  

kDa	
  spin	
  filters	
  (Millipore,	
  MA,	
  USA)	
  (2700	
  x	
  g	
  for	
  30	
  min)	
  calculated	
  to	
  remove	
  CuO	
  

NPs	
  above	
  1	
  nm	
  (Cu<1).	
  Size	
  partitioning	
  was	
  confirmed	
  by	
  DLS	
  to	
  remove	
  all	
  

particles	
  >	
  1	
  nm.	
  	
  All	
  of	
  the	
  above	
  particles	
  would	
  normally	
  be	
  classified	
  as	
  

“dissolved”	
  (being	
  less	
  than	
  0.45-­‐μm	
  in	
  environmental	
  science)	
  but	
  in	
  the	
  context	
  of	
  

nano	
  toxicology,	
  further	
  distinctions	
  are	
  important,	
  since	
  the	
  size	
  of	
  particle	
  has	
  

implications	
  for	
  bioavailability	
  and	
  toxicity	
  (Mudunkotuwa	
  et	
  al.	
  2012).	
  	
  

Free	
  Cu2+	
  activity	
  was	
  measured	
  using	
  a	
  Cu	
  ion	
  selective	
  electrode	
  (Orion	
  96-­‐

29	
  ionplus)	
  following	
  the	
  procedures	
  described	
  by	
  Rachou	
  et	
  al.	
  (2007)	
  for	
  solutions	
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with	
  low	
  ionic	
  strength	
  and	
  DOC.	
  DOC	
  was	
  also	
  determined	
  on	
  the	
  

microcentrifuged	
  sample	
  defining	
  <	
  10	
  nm	
  fraction	
  (DOC<10),	
  and	
  in	
  the	
  filtrate	
  of	
  

the	
  3-­‐kDa	
  spin	
  filter	
  (DOC<1).	
  	
  

Using	
  M<1	
  and	
  ligand	
  concentrations	
  from	
  Experiment	
  3	
  (Table	
  3-­‐5),	
  MINTEQ	
  

(Gustafsson	
  2014)	
  geochemical	
  modeling	
  was	
  employed	
  to	
  assess	
  Cu-­‐speciation	
  in	
  

more	
  detail,	
  as	
  well	
  as	
  CuO	
  dissolution	
  into	
  the	
  solution.	
  	
  

Electrical	
  conductivity	
  (EC)	
  (Accumet	
  model	
  30	
  conductivity	
  meter)	
  was	
  

determined	
  on	
  the	
  solution	
  after	
  0.2	
  µm	
  nylon	
  filter	
  (Environmental	
  Express	
  

Charleston	
  SC)	
  and	
  analyzed	
  by	
  standard	
  methods	
  	
  (Method	
  2510	
  APHA	
  2014).	
  

	
  

Table	
  3-­‐3.	
  Nomenclature	
  relating	
  Cu	
  and	
  other	
  metals	
  (M)	
  and	
  DOC	
  size	
  fractions,	
  
analytical	
  techniques	
  and	
  symbols.	
  

Symbol	
   Technique	
   Size	
  fractions	
   Includes	
  

Cuaq	
   0.2	
  μm	
  filter	
   Removes	
  >	
  0.2	
  μm	
  
particles	
  

M-­‐complexes,	
  free	
  
ions,	
  small	
  sized	
  
precipitates/nano	
  
aggregates	
  and	
  
colloids	
  

Cu<10,	
  M<10,	
  	
  
DOC<10	
  

Microcentrifuge	
   Removes	
  particles	
  >	
  
10	
  nm	
  

M-­‐complexes,	
  free	
  
ions,	
  small	
  nano	
  
particles	
  

Cu<1,	
  M<1,	
  	
  
DOC<1	
  

3	
  kDa	
  spin	
  filter,	
  
centrifugation	
  

Removes	
  particles	
  >	
  1	
  
nm	
  

Complexes,	
  free	
  
ions	
  

Cu2+	
  
	
  

Cu	
  ion	
  selective	
  
electrode	
  

	
   Free	
  Cu2+	
  ions	
  only	
  
(no	
  complexes)	
  

	
  

3.	
  Data	
  analysis	
  and	
  statistics	
  
	
  

In	
  order	
  to	
  have	
  the	
  rooting	
  system	
  distributed	
  throughout	
  the	
  sand	
  for	
  each	
  

dosing	
  of	
  NPs,	
  the	
  volume	
  of	
  sand	
  used,	
  0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  solution	
  applied	
  and	
  the	
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0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  	
  solution	
  used	
  for	
  extraction	
  was	
  varied	
  for	
  each	
  treatment	
  

(Table	
  3-­‐2.).	
  Water	
  loss	
  during	
  growth	
  was	
  assessed	
  in	
  a	
  separate	
  experiment,	
  with	
  

identical	
  conditions	
  as	
  above.	
  After	
  10	
  days	
  of	
  growth	
  plants	
  were	
  removed	
  

carefully,	
  the	
  remaining	
  sand	
  was	
  mixed	
  thoroughly	
  then	
  triplicate	
  samples	
  from	
  

each	
  magenta	
  box	
  were	
  taken	
  and	
  dried	
  (60°C).	
  The	
  percentage	
  moisture	
  ((wet	
  –	
  

dry)/dry)	
  was	
  used	
  to	
  assess	
  how	
  much	
  water	
  remained	
  in	
  the	
  sand.	
  The	
  same	
  was	
  

done	
  for	
  unplanted	
  replicates.	
  Since	
  each	
  treatment	
  used	
  a	
  different	
  volume	
  of	
  

Ca(NO3)2	
  for	
  planting	
  and	
  extraction	
  and	
  the	
  treatment	
  affected	
  water	
  loss,	
  volumes	
  

were	
  normalized	
  to	
  the	
  volume	
  of	
  water	
  in	
  the	
  sand	
  after	
  harvesting.	
  This	
  factor	
  was	
  

applied	
  to	
  all	
  concentrations	
  (metals	
  and	
  ligands)	
  to	
  account	
  for	
  dilution	
  by	
  

extraction	
  volume.	
  	
  

	
  

3.1	
  Statistical	
  Analysis	
  

JMP	
  8	
  (SAS	
  Institute,	
  Inc.	
  5.01)	
  was	
  used	
  for	
  one-­‐way	
  Analysis	
  of	
  Variance	
  

(ANOVA)	
  blocked	
  on	
  three	
  experiments	
  repeated	
  over	
  time	
  and	
  Tukey’s	
  Honestly	
  

Significant	
  Difference	
  (HSD)	
  to	
  compare	
  significant	
  responses	
  from	
  different	
  

nanoparticle	
  doses.	
  Transformations	
  (log)	
  were	
  performed	
  to	
  satisfy	
  constant	
  

variance	
  and	
  normality	
  when	
  required.	
  Power	
  of	
  the	
  test	
  was	
  also	
  calculated	
  at	
  

>75%	
  power	
  with	
  n=9.	
  Data	
  below	
  method	
  detection	
  limit	
  (<MDL)	
  were	
  determined	
  

by	
  a	
  log-­‐normal	
  distribution	
  of	
  above	
  MDL	
  data,	
  and	
  assigned	
  a	
  value	
  randomly	
  

based	
  on	
  an	
  extrapolation	
  of	
  that	
  log-­‐normal	
  distribution	
  (Cohen	
  1959).	
  Pearson’s	
  

correlation	
  coefficients	
  (R)	
  were	
  also	
  generated	
  to	
  assess	
  relationships	
  between	
  

variables.	
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Geochemical	
  modeling	
  

Cu	
  complexes	
  were	
  modeled	
  using	
  MINTEQ	
  (Gustafsson	
  2014)	
  in	
  the	
  

rhizosphere	
  using	
  data	
  from	
  Experiment	
  3	
  (n=3).	
  Model	
  inputs	
  included	
  ligands	
  

determined	
  from	
  chromatography,	
  soluble	
  metals	
  ICPMS	
  from	
  spin	
  filters	
  (M<1)	
  

(Table	
  3-­‐8)	
  and	
  pH.	
  Stability	
  constants	
  for	
  DMA	
  (Murakami	
  et	
  al.	
  1989),	
  gluconate	
  

(Bechtold	
  et	
  al.	
  2002;	
  Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  	
  and	
  amino	
  acids	
  from	
  GEOCHEM	
  (Parker	
  et	
  

al.	
  1995)	
  were	
  added	
  to	
  the	
  model’s	
  database	
  (Supporting	
  information	
  Table	
  3-­‐7).	
  	
  

The	
  model	
  was	
  run	
  with	
  precipitation	
  allowed	
  (indicating	
  equilibrium).	
  CuO	
  NPs	
  

were	
  modeled	
  with	
  a	
  finite	
  solid	
  phase	
  of	
  crystalline	
  tenorite,	
  calculated	
  as	
  total	
  

mass	
  of	
  CuO	
  NPs	
  added	
  initially	
  to	
  the	
  Magenta	
  boxes	
  per	
  volume	
  of	
  solution	
  at	
  the	
  

end	
  of	
  the	
  growth	
  period	
  (Supporting	
  information	
  Table	
  3-­‐8).	
  From	
  X-­‐ray	
  diffraction	
  

analysis,	
  CuO	
  NP	
  were	
  best	
  described	
  as	
  crystalline	
  (personal	
  communication	
  with	
  

Josh	
  Horton.)	
  	
  

	
  

3.2	
  Quality	
  Control	
  

Solution	
  and	
  one	
  root	
  from	
  each	
  box	
  were	
  plated	
  on	
  LB	
  media	
  to	
  assess	
  

microbial	
  contamination	
  after	
  the	
  growth	
  period.	
  Overall	
  75%	
  of	
  plant	
  roots	
  and	
  

solution	
  plated	
  onto	
  LB	
  showed	
  no	
  culturable	
  bacterial	
  or	
  fungal	
  infection	
  after	
  5	
  

days	
  of	
  plating.	
  After	
  10	
  days	
  presumed	
  dormant	
  bacterial	
  endophytes	
  were	
  evident	
  

in	
  some	
  root	
  samples.	
  	
  

All	
  treatments	
  were	
  replicated	
  in	
  triplicate	
  within	
  each	
  experimental	
  set-­‐up.	
  

For	
  NP	
  dosing	
  at	
  0,	
  30,	
  100,	
  and	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  the	
  experimental	
  set-­‐up	
  was	
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repeated	
  three	
  times	
  over	
  a	
  three-­‐month	
  period	
  to	
  account	
  for	
  biological	
  

variability	
  (triplicate	
  within	
  experiment	
  x	
  three	
  experimental	
  set-­‐ups,	
  n	
  =	
  3	
  x	
  3	
  =	
  9).	
  

For	
  NP	
  10	
  and	
  200	
  mg	
  Cu/kg	
  the	
  experimental	
  set-­‐up	
  was	
  performed	
  once	
  with	
  

each	
  treatment	
  in	
  triplicate	
  in	
  Experiment	
  3	
  (n=3).	
  This	
  was	
  done	
  for	
  both	
  planted	
  

and	
  unplanted	
  Magenta	
  boxes.	
  Plants	
  without	
  NP	
  addition	
  were	
  a	
  control	
  on	
  plant	
  

concentration	
  of	
  Cu	
  due	
  to	
  distribution	
  from	
  the	
  seed.	
  	
  Unplanted	
  controls	
  were	
  

used	
  to	
  show	
  CuO	
  dissolution	
  in	
  0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  matrix,	
  and	
  to	
  ensure	
  DOC	
  was	
  

derived	
  from	
  biological	
  exudates.	
  

EPA	
  QC	
  protocols	
  for	
  ensuring	
  accuracy	
  and	
  precision	
  were	
  followed	
  for	
  all	
  

analyses,	
  including	
  the	
  use	
  of	
  blanks,	
  calibration	
  check	
  samples,	
  replicate	
  analyses	
  

and	
  matrix	
  spike	
  samples.	
  Mass	
  balance	
  on	
  Cu	
  was	
  performed	
  on	
  Cu	
  distributed	
  in	
  

solution,	
  sand,	
  and	
  plant	
  tissue.	
  Mass	
  recovery	
  for	
  Cu	
  was	
  between	
  40	
  -­‐	
  60%,	
  with	
  

10%	
  being	
  lost	
  to	
  process	
  of	
  application,	
  and	
  some	
  to	
  0.2-­‐μm	
  filtration.	
  	
  The	
  process	
  

of	
  CuO	
  NP	
  application	
  was	
  confirmed	
  successful	
  by	
  dry	
  application	
  and	
  100%	
  

recovery	
  of	
  Cu	
  into	
  sand.	
  The	
  process	
  of	
  recovery	
  from	
  wet	
  sand	
  was	
  investigated	
  

step	
  by	
  step,	
  and	
  was	
  not	
  found	
  to	
  be	
  problematic	
  in	
  terms	
  of	
  Cu	
  recovery.	
  Its	
  

possible	
  losses	
  of	
  Cu	
  occurred	
  sporadically	
  throughout	
  the	
  process	
  culminating	
  in	
  

larger	
  losses.	
  	
  	
  

	
  

4.	
  Results	
  and	
  discussion	
  	
  
	
  

4.1	
  Rhizosphere	
  solution	
  characterization	
  and	
  geochemical	
  modeling	
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Size	
  differentiation	
  of	
  Cu	
  particles	
  was	
  evident	
  at	
  all	
  NP	
  doses	
  (Fig.	
  3-­‐1)	
  in	
  

the	
  rhizosphere	
  solution,	
  with	
  only	
  57%	
  Cu	
  being	
  truly	
  dissolved,	
  passing	
  through	
  

the	
  3	
  kDa	
  (1	
  nm)	
  filter,	
  the	
  remaining	
  Cu	
  associated	
  with	
  colloidal	
  material	
  or	
  NPs	
  

with	
  sizes	
  between	
  1	
  and	
  10	
  nm.	
  	
  Over	
  60%	
  of	
  the	
  Fe	
  and	
  Al	
  were	
  associated	
  with	
  

the	
  larger	
  size	
  fraction	
  (Fig.	
  3-­‐1)	
  (Full	
  data	
  set	
  SI	
  Fig.	
  3-­‐7).	
  Fe<1	
  in	
  solution	
  was	
  

unaffected	
  by	
  CuO	
  NP	
  dose	
  (average	
  324	
  ±	
  standard	
  deviation	
  187	
  µg/L)	
  whereas	
  

for	
  Al<1,	
  CuO	
  NP	
  doses	
  100	
  -­‐	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  were	
  not	
  significantly	
  different	
  

(2770	
  ±	
  876	
  μg/L),	
  but	
  distinct	
  to	
  CuO	
  NP	
  doses	
  0	
  to	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  (1080	
  ±	
  

607	
  μg/L)	
  (Tukey’s	
  HSD	
  α	
  =	
  0.05)	
  (SI	
  Table	
  3-­‐8).	
  

Ca,	
  Mg,	
  K	
  and	
  Na	
  (SI	
  Table	
  3-­‐10)	
  showed	
  no	
  significant	
  difference	
  between	
  

microcentrifuged	
  (M<10)	
  samples	
  and	
  respective	
  3-­‐kDa-­‐filtered	
  sample	
  (M<1),	
  

implying	
  these	
  metals	
  did	
  not	
  precipitate,	
  nor	
  sorb	
  to	
  sand	
  or	
  CuO	
  particles.	
  

In	
  the	
  dissolved	
  organic	
  carbon	
  fractions,	
  DOCaq	
  (0.2	
  μm)	
  and	
  DOC<10	
  (below	
  

10	
  nm)	
  were	
  not	
  statistically	
  different	
  from	
  DOC<1	
  (below	
  1	
  nm	
  fraction)	
  (ANOVA,	
  

α=0.05);	
  all	
  DOC	
  was	
  below	
  1nm,	
  or	
  3	
  kDa	
  (Fig.	
  3-­‐7).	
  That	
  is,	
  	
  >	
  3kDa	
  DOC	
  such	
  as	
  

proteins,	
  border	
  cells	
  and	
  large	
  polysaccharides	
  such	
  as	
  polygalacturonic	
  acid	
  

contributed	
  negligibly	
  to	
  carbon	
  exudation	
  (Dakora	
  and	
  Phillips	
  2002;	
  Mench	
  et	
  al.	
  

1987;	
  Neumann	
  and	
  Römheld	
  2012).	
  This	
  shows	
  that	
  the	
  difference	
  between	
  Cu<1	
  

and	
  Cu<10	
  were	
  not	
  associations	
  with	
  organic	
  colloids,	
  and	
  therefore	
  must	
  be	
  fine	
  

sand	
  grains,	
  NPs,	
  or	
  inorganic	
  colloids	
  containing	
  Al	
  and	
  Fe.	
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Fig.	
  3-­‐1.	
  Size	
  distribution	
  of	
  particles	
  below	
  10	
  nm	
  of	
  planted	
  samples	
  for	
  DOC	
  
(mg/L)	
  and	
  Al,	
  Fe,	
  and	
  Cu	
  (μg/L).	
  Particles	
  between	
  1	
  and	
  10	
  nm	
  were	
  calculated	
  as	
  
difference	
  in	
  concentration	
  between	
  M<10	
  and	
  M<1.	
  

	
  

In	
  planted	
  samples,	
  DOC	
  and	
  soluble	
  Cu	
  (Cu<10,	
  Cu<1)	
  were	
  correlated	
  (Fig.	
  

3-­‐2),	
  suggesting	
  that	
  biological	
  exudates	
  drove	
  NP	
  dissolution.	
  It’s	
  possible	
  that	
  

exposure	
  of	
  the	
  CuO	
  NPs	
  to	
  the	
  wheat	
  exudates	
  dissolves	
  Cu	
  from	
  the	
  NPs,	
  thus	
  

subjecting	
  the	
  plants	
  to	
  Cu	
  toxicity,	
  driving	
  the	
  wheat	
  plant	
  to	
  release	
  more	
  exudates	
  

(whether	
  by	
  root	
  damage	
  or	
  metabolic	
  response),	
  in	
  a	
  feed	
  forward	
  mechanism	
  

specific	
  to	
  nanoparticle	
  exposure.	
  The	
  presence	
  of	
  increased	
  root	
  hairs	
  in	
  higher	
  

CuO	
  NP	
  doses,	
  and	
  their	
  reduced	
  root	
  length	
  shows	
  that	
  roots	
  are	
  morphologically	
  

different	
  which	
  may	
  indicate	
  a	
  distinct	
  pattern	
  of	
  exudate	
  release.	
  More	
  dynamic	
  

studies,	
  such	
  as	
  sacrificing	
  Magenta	
  boxes	
  through	
  time,	
  may	
  shed	
  light	
  on	
  this.	
  

Size	
  differentiation	
  of	
  Cu	
  is	
  shown	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses	
  (Fig.	
  3-­‐2	
  a).	
  Both	
  Cu	
  

fractions	
  increased	
  with	
  dose	
  until	
  stabilizing	
  by	
  200	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand	
  as	
  CuO	
  

NPs.	
  DOC	
  increased	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses	
  above	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  (Fig.	
  3-­‐2	
  b).	
  	
  Clearly,	
  

0%	
   20%	
   40%	
   60%	
   80%	
   100%	
  

Cu	
  

Fe	
  

Al	
  

DOC	
  

<	
  1	
  nm	
   1	
  nm	
  <	
  particle	
  <	
  10	
  nm	
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both	
  Cu	
  size	
  fractions	
  and	
  DOC	
  were	
  substantially	
  higher	
  in	
  planted	
  compared	
  to	
  

unplanted	
  systems	
  (Fig.	
  3-­‐2	
  a	
  and	
  b	
  respectively),	
  suggesting	
  a	
  biological	
  driver	
  of	
  

Cu	
  solubility,	
  likely	
  related	
  to	
  biological	
  exudates.	
  	
  

	
  

	
  

	
  
	
  
Fig.	
  3-­‐2.	
  Experiment	
  3:	
  Planted	
  and	
  unplanted	
  Cu	
  and	
  DOC,	
  as	
  Cu<10	
  and	
  Cu<1,	
  (mg	
  
Cu/L)	
  (a),	
  and	
  DOC	
  (mg	
  C/L)	
  (no	
  difference	
  between	
  DOC<1	
  and	
  DOC<10)	
  (b)	
  across	
  
doses	
  of	
  CuO	
  NP	
  (mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand).	
  Planted	
  treatments	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  are	
  
not	
  significantly	
  different	
  (α=0.05)	
  by	
  Tukey’s	
  HSD	
  (run	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses)	
  after	
  
log	
  transformation.	
  Error	
  bars	
  indicate	
  standard	
  deviation	
  (n=3).	
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There	
  was	
  a	
  solution	
  pH-­‐CuO	
  NP	
  dose	
  dependency	
  at	
  the	
  end	
  of	
  the	
  

growth	
  period;	
  the	
  pH	
  of	
  CuO	
  NP	
  300	
  and	
  200	
  was	
  significantly	
  higher	
  (ANOVA	
  

α=0.05)	
  (7.5	
  ±	
  0.3)	
  from	
  CuO	
  NP	
  doses	
  0,	
  10	
  and	
  30	
  (6.7	
  ±	
  0.14)	
  (SI	
  Table	
  3-­‐9),	
  

perhaps	
  driven	
  by	
  Cu	
  dissolution	
  (CuO	
  dissolution	
  produces	
  two	
  hydroxide	
  ions,	
  

increasing	
  the	
  pH),	
  or	
  proton	
  sorption	
  onto	
  CuO	
  NPs	
  from	
  water	
  ionization.	
  The	
  

solubility	
  of	
  tenorite	
  increases	
  an	
  order	
  of	
  magnitude	
  with	
  every	
  0.5	
  pH	
  unit	
  

decrease	
  (Lindsay	
  1979),	
  so	
  dissolution	
  observed	
  here	
  not	
  simply	
  a	
  pH	
  effect	
  since	
  

the	
  opposite	
  is	
  observed.	
  The	
  solubility	
  of	
  CuO	
  NPs	
  with	
  pH	
  changes	
  has	
  not	
  been	
  

conclusively	
  studied	
  in	
  comparison	
  with	
  bulk	
  CuO	
  (tenorite),	
  though	
  kinetics	
  of	
  CuO	
  

NP	
  dissolution	
  are	
  likely	
  faster	
  than	
  bulk	
  counter	
  parts	
  (Misra	
  et	
  al.	
  2012).	
  pH	
  also	
  

has	
  implications	
  on	
  aggregation	
  of	
  the	
  NPs	
  depending	
  on	
  the	
  point	
  of	
  zero	
  charge	
  

(PZC)	
  which	
  has	
  not	
  been	
  defined	
  here,	
  and	
  can	
  vary	
  significantly	
  depending	
  on	
  

crystalline	
  structure	
  and	
  surface	
  area	
  (Conway	
  et	
  al.	
  2015;	
  Sousa	
  and	
  Teixeira	
  

2013).	
  	
  Despite	
  pH	
  driving	
  Cu	
  dissolution	
  at	
  lower	
  pH,	
  data	
  from	
  our	
  growth	
  

systems	
  showed	
  higher	
  dissolution	
  at	
  higher	
  pH,	
  showing	
  other	
  factors	
  at	
  play.	
  

Geochemical	
  modeling	
  by	
  MINTEQ,	
  using	
  the	
  <1	
  nm	
  solution	
  data	
  supported	
  

the	
  observation	
  of	
  Cu	
  and	
  Al	
  being	
  associated	
  with	
  colloids.	
  In	
  the	
  controls	
  99.99%	
  

of	
  Al	
  was	
  predicted	
  to	
  precipitate	
  as	
  diaspore	
  (Al2O3),	
  while	
  all	
  Fe	
  remained	
  in	
  

solution,	
  complexed	
  with	
  Ca-­‐gluconate.	
  Only	
  a	
  small	
  percentage	
  of	
  CuO	
  dissolved,	
  

proportionally	
  less	
  at	
  higher	
  CuO	
  NP	
  doses,	
  and	
  almost	
  no	
  aluminum	
  was	
  predicted	
  

in	
  solution	
  at	
  any	
  NP	
  dose	
  (Table	
  3-­‐4).	
  A	
  small	
  amount	
  of	
  Ca(oxalate)	
  was	
  predicted	
  

at	
  CuO	
  NP	
  dose	
  of	
  200	
  mg	
  Cu/kg	
  (Table	
  3-­‐4).	
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Table	
  3-­‐4.	
  MINTEQ	
  predictions	
  for	
  precipitation	
  of	
  metals	
  at	
  equilibrium	
  (%	
  of	
  
metal	
  as	
  precipitate).	
  

	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  %	
  of	
  metal	
  
………as	
  precip	
  
	
  
	
  
NP	
  dose	
  

Al	
  as	
  diaspore	
  
(Al2O3)	
  

Cu	
  as	
  tenorite	
  
(CuO)	
  

Ca	
  as	
  Ca-­‐
oxalate	
  

0	
   99.99	
   0.00	
   0.00	
  
10	
   99.99	
   97.00	
   0.00	
  
30	
   99.99	
   98.23	
   0.00	
  
100	
   99.99	
   99.89	
   0.00	
  
200	
   99.99	
   99.99	
   0.13	
  
300	
   99.99	
   99.98	
   0.00	
  

	
  

Taking	
  geochemical	
  data	
  and	
  measured	
  DOC	
  data	
  together,	
  Fe	
  in	
  colloids	
  

between	
  1	
  and	
  10	
  nm	
  exists	
  as	
  Fe	
  ions	
  sorbed	
  to	
  Al2O3	
  sand	
  particles	
  or	
  CuO	
  NPs.	
  

Addition	
  of	
  Fe<10	
  (approximately	
  5	
  –	
  10	
  times	
  higher	
  concentration	
  than	
  Fe	
  <1)	
  into	
  

the	
  MINTEQ	
  model	
  did	
  not	
  result	
  in	
  any	
  Fe	
  precipitates,	
  giving	
  further	
  credence	
  to	
  

this.	
  	
  

To	
  understand	
  the	
  driver	
  of	
  Cu	
  dissolution	
  from	
  CuO	
  NPs,	
  DOC	
  was	
  further	
  

investigated,	
  and	
  analyzed	
  for	
  proteins,	
  sugars,	
  LMWOAs,	
  amino	
  acids	
  and	
  the	
  

wheat	
  phytosiderophore	
  DMA.	
  Solubilization	
  of	
  Cu	
  has	
  been	
  correlated	
  with	
  

increasing	
  DOC	
  in	
  soil	
  (McBride	
  and	
  Martinez	
  2000),	
  and	
  in	
  particular	
  with	
  CuO	
  NPs	
  

with	
  certain	
  DOC	
  ligands	
  (Conway	
  et	
  al.	
  2015;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2015,	
  2013),	
  though	
  the	
  

propensity	
  of	
  species	
  of	
  DOC	
  to	
  chelate	
  or	
  complex	
  Cu	
  varies	
  with	
  Cu-­‐ligand	
  

stability.	
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Sugars	
  and	
  carbohydrates	
  (assumed	
  as	
  glucose	
  40%	
  C)	
  contributed	
  89	
  ±	
  

22%	
  of	
  DOC,	
  proteins	
  (assumed	
  53%	
  C	
  (Rouwenhorst	
  et	
  al.	
  1991))	
  was	
  28	
  ±	
  13%.	
  

LMWOAs,	
  AAs	
  and	
  DMA	
  combined	
  contributed	
  15	
  ±	
  5%.	
  Sugars	
  are	
  expected	
  to	
  play	
  

a	
  minor	
  role	
  in	
  dissolution	
  of	
  Cu	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs,	
  since	
  they	
  lack	
  carboxylic,	
  S	
  or	
  N	
  

based	
  functional	
  groups	
  involved	
  in	
  Cu	
  complexation,	
  and	
  were	
  shown	
  not	
  to	
  drive	
  

dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  supporting	
  information	
  by	
  Wang	
  et	
  al.	
  (2013).	
  It’s	
  possible	
  

that	
  certain	
  large	
  carbohydrates	
  may	
  bind	
  and	
  cap	
  the	
  CuO	
  NPs,	
  though	
  no	
  literature	
  

was	
  found	
  at	
  this	
  stage	
  to	
  qualify	
  this.	
  Proteins	
  however,	
  can	
  act	
  as	
  surface	
  

“coronas”	
  on	
  NPs	
  (Lynch	
  and	
  Dawson	
  2008;	
  Xu	
  et	
  al.	
  2012)	
  impacting	
  the	
  

bioavailability	
  and	
  bio-­‐reactivity	
  of	
  the	
  NPs.	
  Peptides	
  have	
  been	
  shown	
  to	
  adsorb	
  to	
  

CuO	
  NPs	
  (Joshi	
  et	
  al.	
  2012),	
  potentially	
  altering	
  the	
  CuO	
  NP	
  bio-­‐reactivity.	
  Proteins	
  

and	
  peptides	
  also	
  act	
  as	
  chelators	
  for	
  Cu	
  ions,	
  driving	
  dissolution	
  of	
  the	
  CuO	
  NPs.	
  	
  

The	
  stability	
  of	
  complexes	
  is	
  highly	
  specific	
  to	
  DOC	
  components.	
  Of	
  particular	
  

interest	
  are	
  AAs,	
  DMA	
  and	
  LMWOAs	
  as	
  their	
  affinity	
  to	
  Cu	
  is	
  high.	
  Amino	
  acids	
  were	
  

highly	
  variable	
  in	
  concentration	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  sand	
  solution,	
  and	
  all	
  were	
  less	
  

than	
  3	
  mg/L	
  (Table	
  3-­‐8).	
  The	
  UV	
  detector	
  HPLC	
  method	
  for	
  amino	
  acids	
  detection	
  

has	
  been	
  reported	
  to	
  be	
  subject	
  to	
  significant	
  variability	
  (up	
  to	
  35%	
  variation	
  in	
  

standards),	
  and	
  levels	
  in	
  the	
  treatments	
  were	
  near	
  the	
  detection	
  limit	
  of	
  the	
  method	
  

used	
  (personal	
  communication	
  with	
  Dr.	
  Justin	
  Jones,	
  USU	
  Innovation	
  Laboratory).	
  	
  

In	
  Fig.	
  3-­‐3.	
  (a	
  –	
  d	
  respectively),	
  DMA	
  and	
  the	
  LMWOAs	
  gluconate,	
  citrate,	
  and	
  

malate	
  increased	
  with	
  CuO	
  NP	
  dose	
  before	
  stabilizing	
  at	
  CuO	
  NP	
  dose	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  

dry	
  sand	
  and	
  above.	
  The	
  plants	
  responded	
  to	
  elevated	
  concentrations	
  of	
  NPs	
  and	
  

soluble	
  Cu,	
  with	
  increased	
  production	
  of	
  root	
  exudates.	
  	
  Nian	
  et	
  al.	
  (2002)	
  also	
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observed	
  enhanced	
  root	
  exudates	
  (malate	
  and	
  citrate)	
  in	
  wheat	
  exposed	
  to	
  40	
  µM	
  

(2540	
  µg/L)	
  Cu	
  ions,	
  as	
  CuCl2.	
  Whether	
  the	
  increase	
  production	
  of	
  the	
  root	
  exudates	
  

was	
  a	
  direct	
  metabolic	
  response	
  of	
  the	
  plant	
  to	
  increase	
  dosing	
  of	
  the	
  NPs	
  or	
  the	
  

response	
  was	
  due	
  to	
  leaking	
  of	
  DOC	
  due	
  to	
  root	
  wall	
  damage	
  was	
  not	
  the	
  focus	
  of	
  

this	
  study,	
  though	
  thin,	
  brittle	
  roots	
  with	
  necrotic	
  lesions	
  were	
  reported	
  in	
  similar	
  

studies	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012).	
  Unplanted	
  treatments	
  had	
  no	
  citrate,	
  malate	
  or	
  DMA,	
  

and	
  gluconate	
  was	
  more	
  than	
  70%	
  lower	
  in	
  unplanted	
  samples	
  compared	
  to	
  the	
  

respective	
  planted	
  CuO	
  NP	
  dose,	
  showing	
  that	
  LMOWAs	
  and	
  DMA	
  were	
  plant	
  

associated.	
  	
  

	
  

	
  
Fig.	
  3-­‐3.	
  DMA	
  (a)	
  LMWOAs	
  gluconate	
  (b),	
  citrate	
  (c),	
  and	
  malate	
  (d)	
  concentrations	
  
from	
  Experiment	
  3	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses	
  (n=3)	
  (mg/L).	
  Treatments	
  with	
  the	
  same	
  
letters	
  are	
  not	
  significantly	
  different	
  (α=0.05)	
  by	
  Tukey’s	
  HSD	
  after	
  log	
  
transformation.	
  Error	
  bars	
  indicate	
  standard	
  deviation	
  (n=3).	
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MINTEQ	
  geochemical	
  modeling	
  was	
  analyzed	
  to	
  understand	
  equilibrium	
  

solution	
  conditions.	
  In	
  terms	
  of	
  complexation,	
  Cu	
  citrate	
  was	
  predicted	
  to	
  be	
  the	
  

dominant	
  form	
  of	
  Cu	
  in	
  solution	
  at	
  CuO	
  NP	
  doses	
  of	
  100	
  mg	
  Cu	
  /kg	
  or	
  less	
  (Fig.	
  3-­‐4).	
  

Citrate	
  is	
  likely	
  to	
  play	
  a	
  role	
  in	
  Cu	
  solubilization	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs;	
  one	
  study	
  

showed	
  citrate	
  interacting	
  CuO	
  NPs	
  dissolved	
  up	
  to	
  10x	
  more	
  Cu	
  irrespective	
  of	
  pH	
  

(Mudunkotuwa	
  et	
  al.	
  2012).	
  Cu-­‐malate	
  was	
  also	
  predicted	
  in	
  significant	
  amounts,	
  

particularly	
  at	
  CuO	
  NP	
  doses	
  of	
  10	
  and	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  sand.	
  At	
  Cu	
  at	
  300	
  and	
  200	
  mg	
  

Cu/kg	
  sand,	
  DMA	
  played	
  a	
  central	
  role	
  in	
  complexing	
  Cu	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs,	
  along	
  

with	
  citrate	
  (Fig.	
  3-­‐4).	
  	
  

No	
  particular	
  amino	
  acid	
  was	
  involved	
  in	
  the	
  majority	
  of	
  Cu	
  complexation	
  at	
  

any	
  CuO	
  NP	
  dose,	
  though	
  cumulatively	
  amino	
  acids	
  complexed	
  up	
  to	
  30	
  %	
  of	
  Cu	
  at	
  

NP	
  dose	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand,	
  while	
  only	
  contributing	
  10%	
  at	
  the	
  lowest	
  NP	
  dose.	
  At	
  

higher	
  doses,	
  glycine	
  and	
  arginine	
  were	
  highest	
  contributors	
  to	
  complexation,	
  while	
  

at	
  lower	
  doses	
  valine	
  and	
  arginine	
  played	
  a	
  role	
  (Fig.	
  3-­‐4).	
  

A	
  sensitivity	
  analysis	
  showed	
  that	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  in	
  MINTEQ	
  was	
  

governed	
  by	
  pH,	
  particularly	
  below	
  pH	
  7,	
  and	
  decreasing	
  pH	
  and	
  increasing	
  citrate	
  

or	
  DMA	
  concentration	
  solubilized	
  significantly	
  more	
  Cu	
  (Supporting	
  Information	
  

Fig.	
  3-­‐12.).	
  	
  Indeed,	
  using	
  the	
  full	
  triplicate	
  measurements	
  as	
  inputs	
  to	
  the	
  MINTEQ	
  

model	
  show	
  that	
  there	
  variation	
  on	
  Cu	
  solubility	
  is	
  about	
  25%	
  of	
  the	
  mean	
  

dissolution,	
  though	
  the	
  major	
  ligands	
  driving	
  Cu	
  complexation	
  were	
  not	
  changed	
  

(Supporting	
  Information	
  Table	
  3-­‐13).	
  	
  

	
  



	
  

	
  

62	
  

	
  
Fig.	
  3-­‐4.	
  Cu	
  Complexes	
  (%)	
  predicted	
  by	
  MINTEQ	
  at	
  different	
  NP	
  doses	
  (n=3).	
  
MINTEQ	
  model	
  will	
  precipitate	
  any	
  species	
  above	
  saturation.	
  Legend	
  is	
  shown	
  in	
  
order	
  of	
  data	
  on	
  bar	
  graphs.	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  
	
  
	
  

Cu	
  dissolution	
  was	
  compared	
  between	
  that	
  predicted	
  by	
  the	
  model	
  and	
  

experimental	
  data	
  (Table	
  3-­‐5.).	
  Only	
  a	
  small	
  fraction	
  of	
  the	
  CuO	
  NPs	
  was	
  dissolved	
  

according	
  to	
  the	
  model	
  with	
  2.98%	
  at	
  CuO	
  NP	
  10,	
  but	
  only	
  0.02%	
  at	
  the	
  highest	
  CuO	
  

NP	
  dose	
  of	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand.	
  The	
  low	
  proportion	
  of	
  soluble	
  Cu	
  was	
  supported	
  by	
  

empirical	
  data	
  (Table	
  3-­‐5.).	
  The	
  empirical	
  data	
  showed	
  0.2%	
  of	
  CuO	
  NPs	
  dissolved	
  

at	
  10	
  mg	
  Cu/kg,	
  while	
  0.06%	
  dissolved	
  at	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  as	
  CuO	
  NP.	
  A	
  slight	
  change	
  

in	
  %	
  dissolved	
  resulted	
  in	
  a	
  much	
  larger	
  dissolution	
  concentration,	
  showing	
  how	
  

little	
  Cu	
  dissolved	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs.	
  Removing	
  the	
  solid	
  phase	
  CuO	
  from	
  MINTEQ	
  

was	
  also	
  investigated,	
  and	
  found	
  that	
  at	
  low	
  pH	
  restricting	
  a	
  solid	
  phase	
  drove	
  the	
  

model	
  to	
  agree	
  with	
  empirical	
  values,	
  whereas	
  at	
  higher	
  CuO	
  NP	
  doses,	
  the	
  lack	
  of	
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dissolution	
  predicted	
  by	
  the	
  model	
  made	
  the	
  solid	
  phase	
  inconsequential	
  Table	
  

3-­‐12).	
  	
  

	
  

Table	
  3-­‐5.	
  Comparison	
  of	
  Cu<1	
  and	
  Cu2+	
  from	
  experimental	
  data	
  (n=3	
  average)	
  and	
  
MINTEQ	
  model.	
  Solid	
  phase	
  of	
  tenorite	
  (CuO)	
  crystalline	
  was	
  imposed	
  to	
  model	
  CuO	
  
NPs.	
  NA	
  =	
  not	
  applicable.	
  

CuO	
  NP	
  dose	
  (mg	
  Cu/kg	
  
sand)	
  

0	
   10	
   30	
   100	
   200	
   300	
  

pH	
   6.6
9	
  

6.78	
   6.63	
   7.17	
   7.36	
   7.67	
  

%	
  sol	
  Cu/total	
  CuO	
  solid	
  
(MINTEQ)	
  

NA	
   2.98
%	
  

1.77
%	
  

0.11
%	
  

0.04
%	
  

0.02
%	
  

%	
  sol	
  Cu/total	
  CuO	
  solid	
  
(measured)	
  

NA	
   0.20
%	
  

0.16
%	
  

0.10
%	
  

0.12
%	
  

0.06
%	
  

Soluble	
  Cu	
  μg/L	
  (MINTEQ)	
   10	
   2839	
   5629	
   2242	
   201
2	
  

158
9	
  

Cu<1	
  μg/L	
  (measured)	
   10	
   189	
   495	
   2037	
   561
0	
  

599
8	
  

Cu2+	
  μg/L	
  (MINTEQ)	
   0.0
0	
  

13	
   203	
   18	
   8.0	
   2.16	
  

Cu2+	
  μg/L	
  (measured)	
   0.4
0	
  

0.31	
   1.15	
   0.90	
   1.88	
   3.59	
  

	
  

The	
  model	
  underestimated	
  soluble	
  Cu	
  concentration	
  at	
  CuO	
  NP	
  200	
  and	
  300	
  

mg	
  Cu/kg	
  sand,	
  but	
  overestimated	
  at	
  CuO	
  NP	
  10	
  and	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  sand.	
  It	
  is	
  

possible	
  that	
  some	
  components	
  in	
  the	
  DOC	
  which	
  were	
  not	
  captured	
  in	
  the	
  model	
  

solubilized	
  Cu,	
  or	
  that	
  Cu<1	
  measured	
  may	
  have	
  included	
  some	
  small	
  precipitates.	
  At	
  

pH	
  7.55,	
  the	
  model	
  results	
  would	
  match	
  that	
  of	
  observed	
  dissolved	
  Cu	
  (495	
  μg/L)	
  

for	
  dosing	
  at	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  sand.	
  At	
  CuO	
  NP	
  dose	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  (pH	
  7.17),	
  the	
  

model	
  predicted	
  Cu<1	
  most	
  accurately	
  of	
  the	
  NP	
  doses	
  (SI	
  Fig.	
  3-­‐11.)	
  As	
  discussed,	
  

below	
  pH	
  7,	
  dissolved	
  Cu	
  is	
  particularly	
  sensitive	
  to	
  slight	
  (0.1)	
  pH	
  changes	
  (SI	
  Fig.	
  

3-­‐12.),	
  in	
  addition	
  to	
  pH	
  measurements	
  being	
  inherently	
  difficult	
  to	
  take	
  around	
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neutral	
  pH.	
  It’s	
  also	
  possible	
  that	
  at	
  low	
  CuO	
  NP	
  doses,	
  the	
  surface	
  chemistry	
  of	
  

the	
  NPs	
  was	
  affected	
  by	
  exudates	
  that	
  stabilized	
  and	
  resulted	
  in	
  lower	
  dissolution	
  

than	
  predicted,	
  and	
  that	
  these	
  exudates	
  (for	
  example	
  peptides	
  and	
  proteins	
  have	
  a	
  

surface	
  affinity	
  to	
  CuO	
  NPs	
  that	
  is	
  quite	
  specific	
  (Joshi	
  et	
  al.	
  2012;	
  Lynch	
  and	
  

Dawson	
  2008)	
  -­‐	
  not	
  examined	
  in	
  detail	
  here)	
  were	
  not	
  produced	
  by	
  the	
  wheat	
  plant	
  

when	
  stressed	
  by	
  high	
  CuO	
  NP	
  doses.	
  	
  The	
  charge	
  balance	
  in	
  MINTEQ	
  was	
  less	
  than	
  

15%	
  (low	
  on	
  anions)	
  (SI	
  Table	
  3-­‐11)	
  across	
  all	
  CuO	
  NP	
  doses.	
  

The	
  underlying	
  assumptions	
  of	
  geochemical	
  modeling	
  include	
  equilibrium,	
  

both	
  between	
  the	
  solid	
  and	
  solution	
  phases,	
  and	
  within	
  the	
  solution	
  phase.	
  In	
  a	
  

rhizosphere	
  context,	
  this	
  may	
  not	
  be	
  appropriate,	
  since	
  this	
  interaction	
  is	
  dynamic	
  

and	
  the	
  plant	
  may	
  respond	
  (Schenkeveld	
  et	
  al.	
  2014;	
  Terzano	
  et	
  al.	
  2015).	
  There	
  

may	
  be	
  spatial	
  considerations:	
  phytosiderophores	
  are	
  thought	
  to	
  be	
  released	
  only	
  

from	
  the	
  root	
  apex	
  to	
  avoid	
  consumption	
  by	
  microorganisms	
  (Von	
  Wiren	
  et	
  al.	
  

1993),	
  concentrating	
  DMA	
  at	
  the	
  root	
  tip.	
  Additionally,	
  the	
  roots	
  may	
  release	
  

compounds	
  that	
  are	
  synergistic;	
  oxalate	
  and	
  DMA	
  were	
  found	
  to	
  release	
  more	
  Fe	
  

compared	
  to	
  DMA	
  alone	
  in	
  goethite	
  (FeO(OH))	
  (Reichard	
  et	
  al.	
  2005).	
  Kinetics	
  may	
  

play	
  a	
  part	
  in	
  this	
  release,	
  but	
  are	
  little	
  studied	
  (Schenkeveld	
  et	
  al.	
  2014;	
  Terzano	
  et	
  

al.	
  2015),	
  especially	
  in	
  the	
  context	
  of	
  nanoparticles	
  in	
  the	
  rhizosphere.	
  Further,	
  the	
  

model	
  only	
  considers	
  solution	
  phase	
  complexation	
  competition.	
  Schenkeveld	
  et	
  al	
  

(2012)	
  however	
  demonstrated	
  replacement	
  of	
  Fe	
  in	
  a	
  FeEDDHA	
  complex	
  sorbed	
  to	
  

the	
  surface	
  of	
  goethite	
  by	
  Cu;	
  a	
  surface	
  reaction	
  not	
  considered	
  in	
  geochemical	
  

modeling.	
  The	
  high	
  surface	
  area	
  of	
  CuO	
  NP	
  may	
  enhance	
  sorption	
  of	
  metal	
  

complexes.	
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Though	
  released	
  by	
  wheat	
  to	
  acquire	
  Fe	
  particularly	
  in	
  alkaline	
  soils,	
  DMA	
  

is	
  also	
  a	
  strong	
  Cu	
  chelator	
  (Murakami	
  et	
  al.	
  1989).	
  In	
  the	
  presence	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  this	
  

may	
  have	
  implications	
  for	
  dissolution;	
  the	
  excess	
  DMA	
  may	
  dissolve	
  Cu	
  from	
  NPs	
  

and	
  have	
  potential	
  implications	
  for	
  Cu	
  and	
  Fe	
  uptake	
  into	
  shoots	
  (Ma	
  et	
  al.	
  1993;	
  Ma	
  

and	
  Nomoto	
  1993).	
  To	
  the	
  author’s	
  knowledge,	
  this	
  is	
  the	
  first	
  study	
  to	
  analyze	
  

release	
  of	
  phytosiderophores	
  in	
  the	
  context	
  of	
  CuO	
  NPs.	
  DMA	
  concentrations	
  were	
  

higher	
  than	
  those	
  reported	
  by	
  Oburger	
  et	
  al.	
  (2014)	
  in	
  alkaline	
  soils	
  by	
  a	
  factor	
  of	
  2	
  -­‐	
  

3.	
  Differences	
  in	
  DMA	
  production	
  may	
  be	
  due	
  to	
  the	
  lower	
  available	
  Fe	
  levels	
  in	
  the	
  

sand	
  (Table	
  3-­‐1.	
  )	
  compared	
  to	
  soils,	
  microbial	
  consumption	
  of	
  DMA	
  in	
  the	
  soils,	
  

differences	
  in	
  methods	
  and	
  timing	
  for	
  collecting	
  or	
  because	
  of	
  large	
  amounts	
  of	
  CuO	
  

NPs	
  and	
  Cu	
  around	
  roots	
  binding	
  DMA.	
  Formation	
  of	
  CuDMA	
  complex	
  would	
  likely	
  

drive	
  the	
  wheat	
  plant	
  to	
  release	
  more	
  DMA,	
  as	
  phytosiderophore	
  production	
  is	
  

driven	
  in	
  part	
  by	
  Fe	
  limitations	
  in	
  the	
  plant	
  (Oburger	
  et	
  al.	
  2014).	
  

Planted	
  systems	
  showed	
  a	
  lower	
  ratio	
  of	
  Cu2+/Cu<1	
  compared	
  to	
  unplanted	
  

treatments;	
  in	
  unplanted	
  systems,	
  up	
  to	
  88%	
  of	
  the	
  Cu<1	
  was	
  as	
  the	
  free	
  ion	
  Cu2+	
  

whereas	
  Cu2+	
  represented	
  far	
  less	
  than	
  1%	
  of	
  Cu<1	
  in	
  planted	
  samples,	
  indicating	
  

again	
  that	
  complexation	
  was	
  a	
  major	
  driver	
  in	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  planted	
  

systems	
  (SI	
  Fig.	
  3-­‐8),	
  Cu2+	
  did	
  not	
  contribution	
  to	
  toxicity	
  (Table	
  3-­‐5.).	
  	
  

Cu2+	
  measured	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  solution	
  was	
  most	
  accurately	
  predicted	
  in	
  

CuO	
  NP	
  100	
  and	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  in	
  MINTEQ	
  (Table	
  3-­‐5.)	
  CuO	
  NP	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  

sand	
  had	
  large	
  differences	
  in	
  Cu2+	
  predictions,	
  the	
  model	
  overestimating	
  compared	
  

to	
  measurements	
  taken	
  by	
  the	
  Cu2+	
  ion	
  selective	
  electrode.	
  This	
  was	
  driven	
  in	
  part	
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by	
  high	
  soluble	
  Cu	
  predictions	
  by	
  MINTEQ,	
  caused	
  by	
  low	
  pH	
  compared	
  to	
  CuO	
  

NP	
  100	
  and	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand.	
  	
  

	
  

4.2	
  Plant	
  morphology	
  and	
  metal	
  homeostasis	
  
	
  

Based	
  on	
  the	
  solution	
  chemistry	
  outlined	
  above,	
  the	
  wheat	
  roots	
  were	
  

subjected	
  to	
  a	
  range	
  of	
  compounds,	
  including	
  increased	
  amounts	
  of	
  metal-­‐organic	
  

complexes,	
  and	
  several	
  morphologic	
  and	
  metal	
  uptake	
  responses	
  were	
  significant.	
  A	
  

randomized	
  blocked	
  design,	
  repeated	
  3	
  times	
  across	
  several	
  months,	
  involving	
  three	
  

different	
  experiments	
  at	
  0,	
  30,	
  100	
  and	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand	
  as	
  CuO	
  NPs	
  provided	
  

an	
  indication	
  of	
  biological	
  reproducibility,	
  with	
  the	
  solution	
  chemistry	
  following	
  the	
  

same	
  trends	
  outlined	
  in	
  section	
  4.2	
  (Fully	
  replicated	
  data	
  set:	
  Appendix	
  E).	
  	
  

Dose	
  dependent	
  reduction	
  in	
  root	
  elongation	
  was	
  observed,	
  as	
  reported	
  

previously	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012,	
  2013).	
  Roots	
  showed	
  a	
  dose	
  dependent	
  decrease	
  in	
  

both	
  mass	
  and	
  length.	
  Root	
  dry	
  mass	
  decreased	
  by	
  50%	
  for	
  the	
  dose	
  of	
  300	
  mg	
  

Cu/kg	
  sand	
  compared	
  to	
  the	
  control	
  (SI	
  Fig.	
  3-­‐9.)	
  	
  	
  

Minimal	
  chlorosis	
  (1-­‐2	
  leaves	
  per	
  box	
  and	
  only	
  slight	
  yellowing)	
  was	
  found	
  at	
  

the	
  end	
  of	
  the	
  10-­‐day	
  growth	
  period,	
  even	
  in	
  the	
  control	
  with	
  no	
  NPs,	
  and	
  thus	
  

occurred	
  without	
  Cu	
  exposure,	
  suggesting	
  CuO	
  NP	
  exposure	
  did	
  not	
  drive	
  chlorosis	
  

in	
  the	
  growth	
  period.	
  	
  

To	
  determine	
  whether	
  CuO	
  NPs	
  affected	
  plant	
  water	
  management,	
  wet	
  

shoots	
  directly	
  out	
  of	
  Magenta	
  boxes	
  were	
  weighed,	
  then	
  oven	
  dried	
  at	
  60°	
  

overnight	
  and	
  reweighed.	
  Control	
  shoots	
  had	
  significantly	
  less	
  water	
  loss	
  compared	
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to	
  plants	
  subjected	
  to	
  CuO	
  NP	
  doses	
  of	
  200	
  and	
  300	
  mg	
  Cu/kg:	
  there	
  was	
  12	
  %	
  

lower	
  mass	
  of	
  water	
  in	
  shoots	
  dosed	
  with	
  300	
  mg/kg	
  sand	
  CuO	
  NP	
  compared	
  with	
  

control	
  shoots	
  (SI	
  Fig.	
  3-­‐10.).	
  CuO	
  NPs	
  also	
  adversely	
  impacted	
  the	
  moisture	
  

content	
  of	
  roots	
  and	
  shoots	
  in	
  maize	
  (Wang	
  et	
  al.	
  2012)	
  and	
  lettuce	
  plants	
  (	
  Trujillo-­‐

Reyes	
  et	
  al.	
  2014).	
  Another	
  study	
  suggested	
  hydraulic	
  conductance	
  was	
  decreased	
  

following	
  exposure	
  of	
  TiO2	
  NP	
  to	
  maize	
  plants,	
  not	
  due	
  to	
  toxic	
  effects,	
  but	
  inhibition	
  

of	
  apoplastic	
  flow	
  by	
  clogging	
  of	
  nano-­‐	
  sized	
  root	
  cell	
  wall	
  pores	
  (Asli	
  and	
  Neumann	
  

2009).	
  	
  

Marschner	
  (1995)	
  suggests	
  an	
  upper	
  threshold	
  of	
  20	
  –	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  

shoot	
  mass	
  for	
  wheat,	
  to	
  provide	
  this	
  essential	
  nutrient	
  without	
  toxicity,	
  with	
  

deficiency	
  suggested	
  below	
  1	
  -­‐	
  5	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  shoot.	
  This	
  Cu	
  homeostasis	
  (Clemens	
  

2001)	
  in	
  shoots	
  was	
  not	
  maintained	
  at	
  NP	
  dose	
  of	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  a),	
  

and	
  even	
  at	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand,	
  	
  Cu	
  in	
  shoots	
  was	
  at	
  the	
  upper	
  limit.	
  	
  	
  

Root	
  associated	
  Cu	
  increased	
  dose	
  dependently	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  e).	
  Root	
  associated	
  

Cu	
  was	
  not	
  differentiated	
  between	
  Cu	
  inside	
  tissue	
  versus	
  Cu	
  associated	
  with	
  the	
  

root	
  surface.	
  Roots	
  were	
  simply	
  rinsed	
  with	
  deionized	
  water	
  to	
  avoid	
  tissue	
  damage	
  

and	
  leakage	
  that	
  occurs	
  with	
  more	
  rigorous	
  cleaning	
  methods.	
  The	
  determination	
  of	
  

solution	
  chemistry	
  of	
  60%	
  Cu	
  complexes	
  (Cu<1)	
  and	
  40%	
  Cu	
  associated	
  with	
  1	
  to	
  10	
  

nm	
  particles	
  (Fig.	
  3-­‐1	
  and	
  Fig.	
  3-­‐4),	
  suggests	
  that	
  complexes	
  and	
  Cu	
  containing	
  

nanoparticles	
  surrounded	
  the	
  root	
  surface.	
  

The	
  concentration	
  of	
  Cu	
  associated	
  with	
  the	
  roots	
  was	
  orders	
  of	
  magnitude	
  

higher	
  than	
  in	
  the	
  shoots,	
  implying	
  additionally	
  that	
  translocation	
  of	
  Cu	
  was	
  

controlled	
  within	
  the	
  plant,	
  seen	
  also	
  with	
  rice	
  (Peng	
  et	
  al.	
  2015).	
  In	
  soil	
  grown	
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wheat,	
  the	
  shoot	
  to	
  root	
  ratio	
  of	
  Cu	
  when	
  wheat	
  was	
  exposed	
  to	
  high	
  levels	
  of	
  Cu	
  

(around	
  150	
  mg	
  Cu/kg	
  soil)	
  never	
  exceeded	
  0.2	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007;	
  Wang	
  et	
  al.	
  

2009).	
  	
  

Transport	
  of	
  Cu2+	
  within	
  a	
  normally	
  functioning	
  plant	
  is	
  tightly	
  controlled	
  by	
  

ligand	
  exchange	
  reactions,	
  and	
  excess	
  Cu	
  is	
  secured	
  in	
  vacuoles	
  within	
  the	
  roots	
  

(Clemens	
  et	
  al.	
  2002),	
  an	
  exclusion	
  strategy	
  (Baker	
  1981).	
  The	
  translocation	
  and	
  

subsequent	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  planta	
  however	
  is	
  a	
  potential	
  mechanism	
  for	
  

increased	
  uptake	
  into	
  the	
  shoot	
  (Wang	
  et	
  al.	
  2012),	
  in	
  this	
  study	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  

and	
  above	
  had	
  increased	
  Cu	
  uptake	
  compared	
  to	
  control	
  plants.	
  The	
  composition	
  of	
  

this	
  Cu	
  was	
  not	
  determined	
  from	
  this	
  study,	
  however	
  this	
  could	
  be	
  assisted	
  by	
  CuO	
  

NP	
  damage	
  to	
  the	
  root	
  plasmalemma	
  (Lee	
  et	
  al.	
  2008)	
  allowing	
  ingress	
  of	
  NPs	
  along	
  

with	
  Cu2+	
  or	
  Cu	
  complexes.	
  Together,	
  a	
  wheat	
  plant	
  exposed	
  to	
  high	
  concentrations	
  

of	
  CuO	
  NPs	
  may	
  suffer	
  Cu	
  toxicity	
  and	
  root	
  damage	
  due	
  to	
  high	
  dissolved	
  Cu.	
  The	
  

root	
  damage	
  may	
  accentuate	
  the	
  problem	
  of	
  CuO	
  NP	
  ingress,	
  driving	
  in	
  planta	
  

uptake	
  of	
  CuO	
  NPs	
  and	
  dissolution	
  once	
  into	
  the	
  shoots.	
  This	
  is	
  likely	
  a	
  mechanism	
  

that	
  the	
  wheat	
  plant’s	
  defenses	
  are	
  inadequate	
  to	
  defend	
  against,	
  since	
  Cu	
  ions	
  and	
  

complexes	
  are	
  more	
  common	
  in	
  soil	
  systems.	
  Taken	
  together,	
  these	
  potential	
  

mechanisms	
  makes	
  CuO	
  NP	
  toxicity	
  a	
  specific	
  problem,	
  due	
  to	
  CuO	
  NPs	
  faster	
  

dissolution	
  rates,	
  and	
  ability	
  to	
  enter	
  the	
  plant’s	
  root	
  pores	
  due	
  to	
  their	
  small	
  size,	
  a	
  

“Trojan	
  horse”	
  type	
  mechanism	
  (Studer	
  et	
  al.	
  2010;	
  Wang	
  et	
  al.	
  2013).	
  	
  

Fe	
  in	
  shoots	
  significantly	
  decreased	
  at	
  CuO	
  NP	
  doses	
  of	
  100	
  and	
  300	
  mg	
  

Cu/kg	
  sand	
  compared	
  to	
  control	
  plants	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  c),	
  coinciding	
  with	
  the	
  highest	
  DMA	
  

exudation	
  (Fig.	
  3-­‐3	
  a).	
  As	
  discussed	
  previously,	
  higher	
  Cu	
  in	
  the	
  rhizosphere	
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(particularly	
  CuO	
  NPs	
  which	
  have	
  a	
  large	
  surface	
  area)	
  has	
  been	
  linked	
  with	
  

decreased	
  Fe	
  uptake,	
  probably	
  due	
  to	
  the	
  formation	
  of	
  CuDMA	
  complexes	
  (Fig.	
  3-­‐4),	
  

which	
  interrupt	
  the	
  Fe	
  uptake	
  mechanism	
  of	
  Strategy	
  II	
  	
  (those	
  that	
  produce	
  

phytosiderophores)	
  monocots	
  such	
  as	
  wheat	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007;	
  Oburger	
  et	
  al.	
  

2014;	
  Ryan	
  et	
  al.	
  2013).	
  Fe	
  in	
  roots	
  could	
  not	
  be	
  accurately	
  ascertained	
  due	
  to	
  sand	
  

contributing	
  Fe	
  to	
  the	
  digestion.	
  	
  

	
  

	
  
Fig.	
  3-­‐5.	
  Metal	
  uptake	
  into	
  wheat	
  plant:	
  	
  Cu	
  (a)	
  Fe	
  and	
  Mn	
  (b)	
  and	
  K	
  (c),	
  Ca	
  and	
  Mg	
  
(d)	
  and	
  in	
  shoot	
  tissue	
  over	
  10	
  days	
  in	
  sand	
  with	
  0,	
  30,	
  100,	
  or	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  
as	
  CuO	
  NPs	
  (n	
  =	
  9).	
  Cu	
  (e),	
  Mn	
  (f),	
  and	
  K	
  (g),	
  Ca	
  and	
  Mg	
  (h)	
  in	
  root	
  tissue	
  (n	
  =	
  9).	
  Fe	
  
in	
  roots	
  not	
  shown	
  as	
  it	
  was	
  impacted	
  by	
  sand	
  attached	
  to	
  roots	
  resulting	
  in	
  
unrealistically	
  high	
  Fe	
  results.	
  Columns	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  are	
  not	
  significantly	
  
different	
  (α=0.05)	
  by	
  Tukey’s	
  HSD.	
  Error	
  bars	
  represent	
  standard	
  deviation.	
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A	
  significant	
  reduction	
  in	
  K	
  in	
  shoots	
  and	
  roots	
  was	
  found	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  c	
  and	
  g	
  

respectively),	
  being	
  more	
  severe	
  at	
  higher	
  NP	
  dose,	
  consistent	
  with	
  Dimkpa	
  et	
  al.	
  

(2012)	
  studying	
  wheat	
  subjected	
  to	
  CuO	
  NP,	
  Wang	
  et	
  al.	
  (2012)	
  with	
  maize	
  and	
  CuO	
  

NP,	
  and	
  Kováčik	
  et	
  al.	
  (2012)	
  using	
  chamomilla	
  plants	
  subjected	
  to	
  Cu	
  salts.	
  This	
  

was	
  also	
  supported	
  by	
  higher	
  K+	
  in	
  solution	
  at	
  higher	
  NP	
  doses	
  (SI	
  Table	
  3-­‐8).	
  K+	
  

efflux	
  is	
  linked	
  to	
  oxidative	
  stress	
  (Murphy	
  and	
  Taiz	
  1997),	
  a	
  symptom	
  of	
  the	
  wheat	
  

root	
  exposed	
  to	
  Cu2+	
  and	
  a	
  resultant	
  increase	
  in	
  unquenched	
  reactive	
  oxygen	
  species	
  

(ROS)	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012).	
  	
  

Ca	
  and	
  Mg	
  were	
  dose	
  dependently	
  lower	
  in	
  the	
  shoot	
  and	
  root	
  tissue	
  (Fig.	
  

3-­‐5.	
  d	
  and	
  h	
  respectively).	
  Given	
  Mg	
  and	
  Ca	
  are	
  both	
  competing	
  cations	
  with	
  a	
  +2	
  

charge,	
  it	
  is	
  possible	
  that	
  Cu	
  in	
  solution	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs	
  outcompeted	
  Ca	
  and	
  Mg	
  

onto	
  the	
  root	
  surface,	
  preventing	
  uptake.	
  Ca	
  and	
  Mg	
  are	
  up	
  taken	
  via	
  non	
  selective	
  

pores	
  that	
  may	
  be	
  blocked	
  in	
  the	
  presence	
  of	
  excess	
  Cu.	
  CuO	
  NPs	
  at	
  20	
  and	
  80	
  mg	
  

Cu/kg	
  soil	
  depressed	
  Ca	
  and	
  Mg	
  in	
  shoots	
  of	
  cilantro	
  in	
  potting	
  mix	
  soil	
  (Zuverza-­‐

Mena	
  et	
  al.	
  2015).	
  Mn	
  decreased	
  significantly	
  in	
  shoot	
  tissue	
  only	
  at	
  CuO	
  NP	
  doses	
  at	
  

100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  or	
  above	
  compared	
  with	
  the	
  control	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  b),	
  whereas	
  root	
  

Mn	
  decreased	
  significantly	
  at	
  all	
  CuO	
  NP	
  doses	
  relative	
  to	
  the	
  control	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  f),	
  

also	
  seen	
  in	
  cilantro	
  shoots	
  subjected	
  to	
  CuO	
  NPs	
  in	
  potting	
  soil	
  (Zuverza-­‐Mena	
  et	
  al.	
  

2015).	
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4.3	
  Cu	
  toxicity:	
  traditional	
  models	
  and	
  specific	
  CuO	
  NP	
  toxicity	
  
	
  
	
  
There	
  are	
  several	
  models	
  that	
  describe	
  Cu	
  toxicity	
  to	
  plants.	
  These	
  include	
  the	
  free	
  
ion	
  activity	
  model	
  (FIAM),	
  where	
  toxicity	
  is	
  driven	
  from	
  the	
  activity	
  of	
  the	
  free	
  Cu	
  

ion,	
  here	
  measured	
  by	
  ISE	
  as	
  Cu2+.	
  Root	
  related	
  Cu	
  is	
  correlated	
  to	
  Cu2+,	
  (	
  

Fig.	
  3-­‐6.),	
  but	
  so	
  is	
  complexed	
  Cu.	
  	
  Differentiating	
  toxicity	
  due	
  to	
  CuO	
  NPs	
  

versus	
  ions	
  or	
  Cu-­‐organic	
  matter	
  complexes	
  is	
  a	
  point	
  of	
  difficulty	
  in	
  defining	
  nano-­‐

toxicity,	
  but	
  one	
  that	
  requires	
  resolution	
  (Ivask	
  et	
  al.	
  2014).	
  In	
  this	
  section,	
  we	
  relate	
  

detail	
  on	
  mechanisms	
  of	
  CuO	
  NP	
  toxicity	
  and	
  relate	
  the	
  mechanisms	
  to	
  species	
  of	
  Cu	
  

(small	
  CuO	
  NPs,	
  Cu	
  ions	
  or	
  Cu	
  complexes),	
  and	
  how	
  this	
  may	
  influence	
  

bioavailability.	
  	
  

This	
  study	
  did	
  not	
  control	
  the	
  aqueous	
  concentration	
  of	
  Cu	
  or	
  the	
  concentration	
  of	
  
exudates,	
  meaning	
  observations	
  may	
  have	
  fed	
  back	
  on	
  each	
  other,	
  in	
  terms	
  of	
  

exudation	
  and	
  then	
  Cu	
  dissolution,	
  leading	
  to	
  some	
  autocorrelation.	
  However,	
  shoot	
  
Cu	
  concentrations	
  were	
  most	
  correlated	
  with	
  Cu<10,	
  (R	
  =	
  0.84)	
  (	
  

Fig.	
  3-­‐6.	
  a).	
  In	
  terms	
  of	
  complexes	
  predicted	
  by	
  MINTEQ,	
  only	
  CuDMA	
  was	
  
correlated	
  with	
  uptake	
  and	
  translocation	
  of	
  Cu	
  into	
  the	
  plant	
  shoots	
  (	
  
Fig.	
  3-­‐6.	
  b).	
  

In	
  an	
  experiment	
  with	
  Cu	
  toxicity	
  on	
  wheat,	
  Parker	
  et	
  al.	
  (2001)	
  showed	
  that	
  
complexation	
  in	
  hydroponics	
  by	
  malonate	
  or	
  malate	
  decreased	
  toxicity	
  of	
  Cu,	
  but	
  

Cu-­‐citrate	
  did	
  not	
  decrease	
  toxicity.	
  The	
  group	
  suggested	
  that	
  transport	
  of	
  Cu-­‐citrate	
  
into	
  the	
  wheat	
  plant	
  contributes	
  to	
  the	
  toxicity	
  and	
  potentially	
  to	
  Cu	
  uptake,	
  thus	
  
showing	
  that	
  contribution	
  of	
  Cu-­‐complexes	
  to	
  toxicity	
  and	
  uptake	
  may	
  be	
  ligand	
  
specific.	
  10	
  -­‐	
  13%	
  Cu	
  malate	
  was	
  predicted	
  by	
  MINTEQ	
  at	
  CuO	
  NP	
  10	
  and	
  30	
  mg	
  

Cu/kg	
  sand,	
  potentially	
  alleviating	
  some	
  toxic	
  effects,	
  though	
  65	
  -­‐	
  70%	
  of	
  the	
  Cu	
  was	
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present	
  as	
  Cu-­‐citrate	
  (Fig.	
  3-­‐4)	
  which	
  may	
  have	
  contributed	
  to	
  Cu	
  uptake	
  and	
  
reduced	
  root	
  length,	
  consistent	
  with	
  Parker	
  et	
  al.	
  (2001).	
  A	
  non-­‐significant	
  

correlation	
  between	
  Cu	
  citrate	
  and	
  Cu	
  in	
  the	
  shoots	
  (	
  

Fig.	
  3-­‐6.	
  b)	
  may	
  indicate	
  Cu	
  citrate	
  is	
  toxic	
  to	
  roots,	
  but	
  this	
  complex	
  is	
  not	
  

translocated,	
  such	
  as	
  being	
  sequestered	
  into	
  root	
  cell	
  vacuoles.	
  	
  

Citrate	
  has	
  been	
  used	
  in	
  phytoremediation	
  studies	
  to	
  improve	
  metals	
  uptake	
  

(Almaroai	
  et	
  al.	
  2012;	
  Sinhal	
  et	
  al.	
  2010)	
  and	
  to	
  assess	
  bioavailability	
  and	
  uptake	
  in	
  

wheat	
  in	
  contaminated	
  soils	
  (Feng	
  et	
  al.	
  2005),	
  showing	
  that	
  Cu	
  complexes	
  such	
  as	
  

Cu-­‐citrate	
  can	
  drive	
  both	
  solubility	
  and	
  uptake	
  of	
  metals	
  into	
  plants.	
  Cu	
  in	
  solution	
  

complexed	
  with	
  DMA	
  and	
  citrate	
  primarily	
  at	
  the	
  highest	
  CuO	
  NP	
  doses	
  (Fig.	
  3-­‐4),	
  

corresponding	
  with	
  reduced	
  root	
  length	
  and	
  Cu	
  toxicity.	
  

The	
  terrestrial	
  biotic	
  ligand	
  model	
  (TBLM)	
  describes	
  the	
  competitive	
  effect	
  

cations	
  such	
  as	
  Ca,	
  Mg	
  and	
  especially	
  protons	
  have	
  on	
  reducing	
  Cu	
  toxicity	
  on	
  a	
  

biotic	
  ligand	
  such	
  a	
  plant	
  root	
  (Thakali	
  et	
  al.	
  2006).	
  Cations	
  sorption	
  creates	
  a	
  bridge	
  

between	
  negatively	
  charges	
  CuO	
  NPs	
  (flocculation)	
  and	
  increasing	
  ionic	
  strength	
  

tends	
  to	
  drive	
  CuO	
  NP	
  aggregation	
  (Conway	
  et	
  al.	
  2015),	
  suggesting	
  that	
  NP	
  

dissolution	
  is	
  negatively	
  correlated	
  with	
  the	
  presence	
  of	
  major	
  cations.	
  However,	
  

sorption	
  of	
  CuO	
  NP	
  to	
  the	
  root	
  and	
  localized	
  Cu	
  release	
  (Shi	
  et	
  al.	
  2011)	
  is	
  not	
  

accounted	
  for	
  in	
  TBLM	
  or	
  FIAM.	
  	
  

The	
  addition	
  of	
  CuO	
  NPs	
  adds	
  particles	
  with	
  significantly	
  higher	
  surface	
  area	
  

to	
  volume	
  ratio	
  compared	
  with	
  the	
  sand,	
  implying	
  thermodynamic	
  as	
  well	
  as	
  spatial	
  

likelihood	
  of	
  Cu	
  complex	
  formation.	
  For	
  example,	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  as	
  CuO	
  NP	
  

would	
  increase	
  available	
  surface	
  area	
  by	
  a	
  factor	
  of	
  20,	
  compared	
  to	
  the	
  same	
  mass	
  

of	
  sand	
  without	
  NPs	
  (CuO	
  NP	
  surface	
  area	
  from	
  (Mudunkotuwa	
  et	
  al.	
  2012),	
  sand	
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assumed	
  surface	
  area	
  of	
  0.00038	
  m2/g).	
  A	
  DMA	
  ion	
  diffusing	
  from	
  the	
  root	
  

surface	
  would	
  therefore	
  have	
  greater	
  likelihood	
  of	
  chelating	
  Cu	
  from	
  a	
  CuO	
  NP	
  than	
  

Fe	
  from	
  a	
  sand	
  or	
  soil	
  particle,	
  increasing	
  the	
  likelihood	
  of	
  a	
  Cu-­‐DMA	
  complex	
  

formation	
  over	
  Fe-­‐DMA.	
  	
  

	
  

	
  

	
  
Fig.	
  3-­‐6.	
  (a)	
  Cu<1,	
  Cu<10	
  and	
  Cu2+	
  measured	
  by	
  Cu2+	
  ion	
  selective	
  electrode	
  (ISE)	
  
(ug/L)	
  and	
  (b)	
  complexes	
  CuDMA,	
  Cu2+,	
  Cu	
  citrate	
  and	
  Cu	
  malate	
  as	
  predicted	
  by	
  
the	
  MINTEQ	
  model	
  correlated	
  with	
  Cu	
  uptake	
  in	
  shoot	
  Cu	
  (mg	
  Cu/kg	
  tissue).	
  Red	
  
ellipses	
  represent	
  95%	
  confidences	
  intervals	
  around	
  the	
  correlation	
  (n=18).	
  All	
  
significant	
  at	
  α	
  =	
  0.05,	
  apart	
  from	
  MINTEQ	
  prediction	
  of	
  Cu2+,	
  Cu	
  malate	
  and	
  Cu	
  
citrate.	
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This	
  is	
  empirically	
  supported	
  by	
  lower	
  Fe	
  uptake	
  in	
  shoots	
  in	
  higher	
  NP	
  

doses,	
  and	
  increased	
  Cu	
  uptake	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  a	
  and	
  b),	
  as	
  well	
  as	
  Fe	
  being	
  predominately	
  

in	
  small	
  nano	
  particulate	
  form,	
  probably	
  associated	
  with	
  small	
  Al2O3	
  particles	
  from	
  

the	
  sand	
  (Fig.	
  3-­‐7	
  b.)	
  MINTEQ	
  predicted	
  no	
  FeDMA	
  complex	
  formation	
  in	
  this	
  

system,	
  with	
  all	
  soluble	
  Fe	
  as	
  various	
  Fe-­‐Ca-­‐gluconate	
  complexes.	
  	
  

An	
  increase	
  in	
  CuDMA	
  formation	
  in	
  CuO	
  NP	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  a)	
  was	
  
associated	
  with	
  a	
  threshold	
  break	
  (30	
  mg	
  Cu/kg	
  shoot	
  (Neumann	
  and	
  Römheld	
  

2012))	
  in	
  Cu	
  uptake	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  a	
  and	
  	
  
Fig.	
  3-­‐6.	
  b).	
  CuDMA	
  formation	
  is	
  therefore	
  correlated	
  with	
  increased	
  Cu	
  

uptake,	
  in	
  addition	
  to	
  a	
  decrease	
  in	
  Fe	
  in	
  shoots.	
  As	
  discussed,	
  FeDMA	
  was	
  not	
  

predicted	
  to	
  form	
  at	
  any	
  CuO	
  NP	
  dose,	
  including	
  the	
  control,	
  but	
  as	
  CuO	
  NP	
  dose	
  

increased,	
  so	
  does	
  release	
  of	
  DMA,	
  and	
  therefore	
  formation	
  of	
  CuDMA.	
  CuDMA	
  is	
  

likely	
  taken	
  up	
  in	
  oats	
  (Ryan	
  et	
  al.	
  2013),	
  though	
  CuDMA	
  uptake	
  is	
  subject	
  to	
  some	
  

uncertainty	
  in	
  barley	
  (Ma	
  et	
  al.	
  1993;	
  Ma	
  and	
  Nomoto	
  1993),	
  and	
  has	
  not	
  been	
  

studied	
  in	
  wheat.	
  Oats	
  and	
  barley	
  are	
  both	
  strategy	
  II	
  monocots,	
  using	
  

phytosiderophores	
  (similar	
  to	
  DMA)	
  to	
  chelate	
  and	
  uptake	
  Fe.	
  An	
  antagonism	
  

between	
  high	
  Cu	
  and	
  low	
  Fe	
  in	
  shoots	
  was	
  also	
  demonstrated	
  in	
  hydroponics	
  with	
  

durum	
  wheat	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2008).	
  At	
  low	
  levels,	
  CuO	
  NPs	
  had	
  little	
  impact	
  on	
  Fe	
  

homeostasis	
  (Fig.	
  3-­‐5.	
  b)	
  meaning	
  a	
  dose	
  under	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  sand	
  as	
  CuO	
  NP	
  did	
  not	
  

adversely	
  affect	
  plant	
  growth,	
  at	
  least	
  over	
  this	
  growth	
  period.	
  	
  

A	
  bacterium	
  originating	
  from	
  soil,	
  Pseudomonas	
  aeruginosa	
  PAOI,	
  was	
  found	
  

to	
  release	
  its	
  siderophore	
  pyoverdine	
  (PVD)	
  in	
  response	
  to	
  high	
  Cu	
  levels,	
  as	
  a	
  

defensive	
  mechanism	
  (Braud	
  et	
  al.	
  2010).	
  Since	
  CuPVD	
  is	
  uptaken	
  more	
  slowly	
  than	
  

FePVD,	
  complexing	
  Cu	
  with	
  PVD	
  is	
  a	
  response	
  of	
  the	
  microbe	
  to	
  limit	
  to	
  Cu	
  toxicity.	
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Given	
  CuDMA	
  is	
  reportedly	
  taken	
  up	
  more	
  slowly	
  than	
  FeDMA	
  in	
  barley	
  (Ma	
  and	
  

Nomoto	
  1993),	
  in	
  spite,	
  or	
  perhaps	
  because	
  of	
  FeDMA	
  having	
  a	
  specific	
  uptake	
  

mechanism	
  (Ma	
  et	
  al.	
  1993),	
  the	
  same	
  strategy	
  may	
  be	
  taking	
  place.	
  	
  

Modeling	
  CuO	
  NP	
  toxicity	
  is	
  still	
  in	
  its	
  infancy;	
  no	
  model	
  of	
  NP	
  uptake	
  or	
  

direct	
  toxicity	
  yet	
  exists,	
  despite	
  several	
  studies	
  showing	
  uptake	
  of	
  CuO	
  NP	
  is	
  

possible	
  in	
  hydroponics	
  (e.g.	
  Peng	
  et	
  al.	
  2015	
  (rice);	
  Wang	
  et	
  al.	
  2012	
  (maize)).	
  

Taken	
  together,	
  this	
  may	
  mean	
  that	
  Cu	
  toxicity	
  from	
  CuO	
  NPs	
  is	
  derived	
  from	
  all	
  

forms;	
  including	
  small	
  NPs	
  (Mudunkotuwa	
  et	
  al.	
  2012),	
  in	
  addition	
  to	
  certain	
  

bioavailable	
  complexes	
  and	
  to	
  a	
  lesser	
  extent	
  free	
  Cu2+	
  ions.	
  	
  

Clearly,	
  the	
  specific	
  exposure	
  media	
  is	
  highly	
  influential	
  in	
  terms	
  of	
  CuO	
  NPs	
  

and	
  their	
  biogeochemistry	
  (Wang	
  et	
  al.	
  2013)	
  and	
  toxic	
  mechanisms	
  of	
  CuO	
  NPs	
  

remain	
  inconclusive	
  (Djurišić	
  et	
  al.	
  2015).	
  For	
  example,	
  low	
  pH	
  systems	
  may	
  drive	
  

toxicity	
  purely	
  from	
  ion	
  release	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs	
  (Misra	
  et	
  al.	
  2012;	
  Shi	
  et	
  al.	
  2011),	
  

whereas	
  higher	
  pH	
  systems	
  such	
  as	
  calcareous	
  soils	
  (pH	
  >	
  8)	
  CuO	
  NP	
  toxicity	
  could	
  

be	
  driven	
  by	
  CuO	
  NP	
  uptake,	
  dissolution	
  by	
  complexation,	
  and	
  in	
  planta	
  dissolution.	
  

From	
  our	
  studies,	
  at	
  higher	
  pH,	
  complexation	
  becomes	
  a	
  more	
  dominant	
  form	
  of	
  

dissolution	
  and	
  potential	
  toxicity	
  (such	
  as	
  Cu-­‐DMA	
  or	
  Cu-­‐citrate),	
  implying	
  a	
  greater	
  

understanding	
  of	
  the	
  components	
  of	
  DOC	
  is	
  crucial	
  in	
  making	
  a	
  deterministic	
  

toxicity	
  model	
  to	
  describe	
  how	
  CuO	
  NPs	
  may	
  be	
  transformed	
  in	
  agricultural	
  settings.	
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5.	
  Conclusion	
  

	
  
	
  

Effects	
  of	
  CuO	
  NP	
  on	
  wheat	
  growth	
  and	
  uptake	
  of	
  Cu	
  and	
  other	
  

micronutrients	
  involve	
  complex	
  processes	
  occurring	
  in	
  the	
  rhizosphere.	
  Challenges	
  

to	
  wheat	
  roots	
  with	
  high	
  concentration	
  (>100	
  mg	
  Cu/kg	
  sand)	
  of	
  CuO	
  NPs	
  result	
  in	
  

greater	
  root	
  exudation	
  enhancing	
  Cu	
  solubility,	
  Cu	
  uptake	
  and	
  plant	
  toxicity	
  

response	
  (observed	
  as	
  decreased	
  root	
  length	
  and	
  biomass	
  production).	
  Small	
  (<10	
  

nm)	
  Cu	
  containing	
  particles,	
  in	
  addition	
  to	
  bioavailable	
  Cu	
  complexes,	
  were	
  

correlated	
  with	
  this	
  plant	
  response.	
  

Root	
  exudation	
  may	
  serve	
  as	
  a	
  defense	
  mechanism	
  against	
  metal	
  toxicity,	
  but	
  

at	
  higher	
  dosing	
  may	
  involve	
  increased	
  plant	
  uptake,	
  overwhelming	
  defense	
  

strategies	
  of	
  the	
  plant.	
  The	
  presence	
  of	
  CuO	
  NPs,	
  favorable	
  to	
  quick	
  dissolution	
  

kinetics,	
  near	
  wheat	
  roots	
  may	
  make	
  these	
  dissolution	
  processes	
  particularly	
  toxic.	
  

The	
  interplay	
  between	
  higher	
  concentrations	
  of	
  NPs	
  and	
  DOC,	
  in	
  particular	
  DMA	
  and	
  

citrate,	
  was	
  found	
  to	
  drive	
  dissolution.	
  This	
  interplay	
  may	
  have	
  aided	
  the	
  

solubilization	
  of	
  small	
  CuO	
  NPs	
  and	
  Cu	
  complexes	
  onto	
  the	
  root	
  surface,	
  damaging	
  

the	
  plant	
  and	
  exacerbating	
  this	
  dissolution	
  process	
  in	
  a	
  feed	
  forward	
  mechanism.	
  

The	
  increased	
  uptake	
  of	
  Cu	
  into	
  shoots	
  and	
  adhering	
  to	
  roots	
  coincided	
  with	
  lower	
  

levels	
  of	
  Ca,	
  Mg,	
  Mn,	
  K	
  and	
  Fe	
  in	
  the	
  wheat	
  shoots	
  compared	
  to	
  controls.	
  Fe	
  uptake	
  in	
  

particular	
  in	
  this	
  system	
  may	
  be	
  at	
  a	
  competitive	
  disadvantage	
  resultant	
  from	
  

conditions	
  favorable	
  to	
  CuDMA	
  over	
  FeDMA	
  complexation.	
  	
  	
  

This	
  work	
  has	
  implications	
  in	
  agricultural	
  contexts	
  for	
  CuO	
  NPs	
  since	
  

understanding	
  the	
  biogeochemistry	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  of	
  wheat	
  is	
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essential	
  for	
  a	
  complete	
  picture	
  of	
  CuO	
  NP	
  toxicity.	
  Applications	
  include	
  

beneficially	
  using	
  NPs	
  as	
  more	
  efficient	
  fertilizers	
  (Anjum	
  et	
  al.	
  2015	
  a;	
  Dimkpa	
  et	
  al.	
  

2015;	
  Servin	
  et	
  al.	
  2015),	
  and	
  	
  more	
  efficient	
  phytoremediation.	
  Greater	
  

investigation	
  of	
  these	
  processes	
  in	
  soil	
  and	
  over	
  longer	
  time	
  frames	
  would	
  be	
  a	
  

prudent	
  extension	
  to	
  this	
  work.	
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Table	
  3-­‐6.	
  Correction	
  Factors	
  to	
  account	
  for	
  water	
  losses	
  and	
  dilutions	
  in	
  exudate	
  
extraction.	
  
	
   Cu

O	
  
NP	
  
Do
se	
  

Initial	
  
Solutio

n	
  
Added	
  
(mL)	
  

Solut
ion	
  
Loss	
  
(mL)	
  

Soluti
on	
  

Left	
  in	
  
sand	
  
(mL)	
  

Flus
h	
  

wate
r	
  

adde
d	
  

(mL)	
  

Tot
al	
  
wat
er	
  
(mL
)	
  

Correcti
on	
  

factor	
  
(Compa
re	
  

betwee
n	
  

planted	
  
treatme
nts)	
  

Correcti
on	
  

factor	
  
(Compa
re	
  to	
  

unplant
ed	
  

treatme
nts)	
  

Planted	
  

0	
   45	
   14.4	
   30.6	
   45	
   75.6	
   2.5	
   1.7	
  
30	
   24	
  

	
  
9.9	
   14.1	
   24	
   38.1	
   2.7	
   1.6	
  

10
0	
  

16.5	
   11.2	
   5.3	
   16.5	
   21.8	
   4.1	
   1.3	
  
30
0	
  

10.5	
   8.3	
   2.2	
   15.5	
   17.7	
   8.1	
   1.7	
  

Unplant
ed	
  

0	
   45	
   16.5	
   28.5	
   45	
   73.5	
   NA	
   1.63	
  
30	
   24	
   4.3	
   19.7	
   24	
   43.7	
   NA	
   1.82	
  
10
0	
  

16.5	
   5.3	
   11.2	
   16.5	
   27.7	
   NA	
   1.68	
  
30
0	
  

10.5	
   7.6	
   2.9	
   15.5	
   18.4	
   NA	
   1.75	
  
	
  

	
  
Table	
  3-­‐7.	
  Thermodynamic	
  database	
  inputs	
  for	
  DMA	
  and	
  gluconate.	
  

p	
  =	
  metal	
  (cation),	
  q	
  =ligand	
  (as	
  anion),	
  r	
  =	
  proton	
  (H).	
  	
  
Complex	
   notat

ion	
  
(pqr)	
  

log	
  K	
   Source	
  

HGluconate	
   011	
   3.66	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CuGluconate	
   110	
   2.51	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
CuGluconate(OH)3	
   11-­‐3	
   -­‐20.96	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
CuGluconate2	
   120	
   4.59	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
CuGluconate2(OH)	
   12-­‐1	
   -­‐0.6	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
CuGluconate2(OH)2	
   12-­‐2	
   -­‐8.28	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
Cu2Gluconate2(OH)3	
   22-­‐3	
   -­‐7.25	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
Cu2Gluconate2(OH)4	
   22-­‐4	
   -­‐15.46	
   (Gajda	
  et	
  al.	
  1998)	
  
FeGluconate	
   110	
   10.51	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate(OH)	
   11-­‐1	
   9.03	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
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Complex	
   notat

ion	
  
(pqr)	
  

log	
  K	
   Source	
  

FeGluconate(OH)2	
   11-­‐2	
   6.35	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate(OH)3	
   11-­‐3	
   1.78	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate(OH)4	
   11-­‐4	
   -­‐8.4	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate2	
   120	
   22.23	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate2(OH)	
   12-­‐1	
   18.22	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate2(OH)2	
   12-­‐2	
   15.3	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate2(OH)3	
   12-­‐3	
   9.84	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate2(OH)4	
   12-­‐4	
   -­‐1.15	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
FeGluconate2(OH)5	
   12-­‐5	
   -­‐20	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
Fe2Gluconate2(OH)7	
   22-­‐7	
   -­‐1.42	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate2	
   	
  	
   20.96	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate2(OH)	
   	
   22.47	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate2(OH)2	
   	
   19.06	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate2(OH)3	
   	
   14.82	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate2(OH)4	
   	
   6.65	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate2(OH)5	
   	
   -­‐2.63	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate	
   	
   16.26	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate(OH)	
   	
   13.89	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate(OH)2	
   	
   11.21	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate(OH)3	
   	
   7.13	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate(OH)4	
   	
   -­‐1	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
CaFeGluconate(OH)5	
   	
  	
   -­‐11.01	
   (Bechtold	
  et	
  al.	
  2002)	
  
ZnGluconate	
   110	
   1.7	
   (Cannan	
  and	
  Kibrick	
  1938)	
  
ZnGluconate	
   11-­‐1?	
   1.49	
   (Roos	
  and	
  Williams	
  1977)	
  
ZnGluconate(OH)	
   11-­‐1	
   9.76	
   (Eby	
  2004)	
  
CaGluconate	
   110	
   1.21	
   (Cannan	
  and	
  Kibrick	
  1938)	
  
CaGluconate	
   110	
   1.22	
   (Schubert	
  and	
  Lindenbaum	
  

1952)	
  
CaGluconate	
  estimate	
  as	
  IS-­‐
>0	
  

110	
   1.8	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2010)	
  

CaGluconate	
  pH	
  6	
   110	
   0.99	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2010)	
  
CaGluconate	
  pH	
  8	
   110	
   1.05	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2010)	
  
CaGluconate	
   110	
   0.37	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2014)	
  
CaGluonate(OH)	
   11-­‐1	
   2.82	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2014)	
  
Ca2Gluconate(OH)3	
   21-­‐3	
   8.04	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2014)	
  
Ca3Gluconate2(OH)4	
   32-­‐4	
   12.44	
   (Pallagi	
  et	
  al.	
  2014)	
  
Cu-­‐DMA	
   110	
   18.7	
   (Murakami	
  et	
  al.	
  1989)	
  
Fe-­‐DMA	
   110	
   18.38	
   (Murakami	
  et	
  al.	
  1989)	
  
Fe-­‐DMA-­‐OH	
   11-­‐1	
   16.25	
   (Murakami	
  et	
  al.	
  1989)	
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Table	
  3-­‐8.	
  Inputs	
  used	
  in	
  MINTEQ	
  (units	
  as	
  indicated).	
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Supporting	
  Information:	
  Results	
  and	
  discussion	
  

	
  	
  
Fig.	
  3-­‐7.	
  Correlation	
  between	
  planted	
  samples	
  M<1	
  and	
  M<10	
  of	
  Cu	
  (a),	
  Fe	
  (b),	
  Al	
  (c),	
  
and	
  Ca	
  (d)	
  (μg/L)	
  and	
  DOC<1	
  and	
  DOC	
  <10	
  (mg/L)	
  from	
  final	
  experiment	
  (n=18)	
  at	
  
different	
  CuO	
  NP	
  doses.	
  Pearson’s	
  correlations	
  coefficients	
  are	
  shown	
  (R).	
  
Unplanted	
  Fe	
  and	
  Al	
  (not	
  shown)	
  were	
  below	
  detection	
  limit.	
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Table	
  3-­‐9.	
  pH	
  of	
  sand	
  extract	
  solution	
  over	
  the	
  3	
  separate	
  studies.	
  

	
   Study	
  1	
   Study	
  2	
   Study	
  3	
  
CuO	
  NP	
  
dose	
  

Planted	
   Unplanted	
   Planted	
   Unplanted	
   Planted	
   Unplanted	
  

0	
   6.28	
   6.18	
   6.29	
   6.69	
   6.78	
   6.39	
  
0	
   6.40	
   6.11	
   7.50	
   7.38	
   6.57	
   8.33	
  
0	
   6.32	
   6.13	
   6.40	
   6.64	
   6.73	
   7.65	
  
10	
   NA	
   NA	
   NA	
   NA	
   6.79	
   6.94	
  
10	
   NA	
   NA	
   NA	
   NA	
   6.94	
   6.92	
  
10	
   NA	
   NA	
   NA	
   NA	
   6.61	
   7.13	
  
30	
   6.27	
   6.32	
   6.79	
   8.06	
   6.52	
   6.93	
  
30	
   6.36	
   6.11	
   6.84	
   7.35	
   6.78	
   7.96	
  
30	
   6.21	
   6.28	
   7.31	
   8.40	
   6.59	
   8.40	
  
100	
   5.88	
   6.46	
   6.52	
   7.32	
   7.19	
   7.99	
  
100	
   5.83	
   6.37	
   9.06	
   6.76	
   7.09	
   7.64	
  
100	
   6.24	
   6.37	
   6.71	
   6.67	
   7.23	
   NA	
  
200	
   NA	
   NA	
   NA	
   NA	
   7.14	
   8.51	
  
200	
   NA	
   NA	
   NA	
   NA	
   7.32	
   7.61	
  
200	
   NA	
   NA	
   NA	
   NA	
   7.63	
   6.63	
  
300	
   5.75	
   6.37	
   6.61	
   7.42	
   7.41	
   6.51	
  
300	
   6.2	
   6.3	
   6.72	
   6.61	
   7.67	
   6.73	
  
300	
   6.03	
   6.34	
   6.67	
   6.85	
   7.94	
   6.68	
  

	
  

	
  
Fig.	
  3-­‐8.	
  Cu2+	
  measured	
  from	
  a	
  Cu2+	
  ion	
  selective	
  electrode	
  in	
  planted	
  and	
  unplanted	
  
samples	
  (n=3).	
  Error	
  bars	
  indicate	
  standard	
  deviation.	
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Fig.	
  3-­‐9.	
  Plant	
  morphology	
  in	
  response	
  to	
  CuO	
  NP	
  dose	
  (n	
  =	
  9,	
  apart	
  from	
  CuO	
  NP	
  
10,	
  200	
  n=3).	
  Columns	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  are	
  not	
  significantly	
  different	
  (α=0.05)	
  
by	
  Tukey’s	
  HSD.	
  	
  

	
  

Fig.	
  3-­‐10.	
  Water	
  content	
  	
  (g	
  water/g	
  dry	
  shoot)	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses	
  (n=3).	
  
Columns	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  are	
  not	
  significantly	
  different	
  (α=0.05)	
  by	
  Tukey’s	
  
HSD.	
  Error	
  bars	
  represent	
  standard	
  deviation.	
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Table	
  3-­‐10.	
  Comparison	
  of	
  average	
  M<10	
  and	
  M<1	
  show	
  the	
  majority	
  of	
  Al	
  and	
  Fe	
  
particles	
  are	
  in	
  the	
  1	
  –	
  10	
  nm	
  range	
  (n=3)	
  across	
  NP	
  doses	
  (mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand).	
  

ug/L	
  	
   0	
   30	
   100	
   300	
  
Al<10	
   1423	
   3282	
   5649	
   5604	
  
Al<1	
   587	
   893	
   1990	
   3135	
  
Fe<10	
   770	
   2032	
   2482	
   1954	
  
Fe<1	
   197	
   284	
   367	
   265	
  
	
  	
   	
  	
   	
  	
   	
  	
   	
  	
  
mg/L	
   0	
   30	
   100	
   300	
  
Ca<10	
   24	
   37	
   63	
   152	
  
Ca<1	
   21	
   27	
   51	
   130	
  
Mg<10	
   4	
   7	
   14	
   29	
  
Mg<1	
   4	
   5	
   12	
   25	
  
K<10	
   9	
   7	
   14	
   27	
  
K<1	
   7	
   6	
   12	
   24	
  
Na<10	
   32	
   44	
   99	
   201	
  
Na<1	
   28	
   35	
   88	
   181	
  

	
  

	
  
Fig.	
  3-­‐11.	
  CuO	
  NP	
  dose	
  of	
  30	
  mg/kg:	
  sensitivity	
  to	
  pH	
  changes.	
  Red	
  mark	
  indicates	
  
where	
  model	
  agrees	
  with	
  observed	
  results	
  (pH	
  7.55).	
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Fig.	
  3-­‐12.	
  Using	
  300	
  mg	
  Cu/k	
  as	
  CuO	
  NP	
  sensitivity	
  to	
  DMA	
  (a)	
  and	
  citrate	
  (b)	
  
concentration	
  is	
  shown	
  at	
  pH	
  range	
  from	
  6.67	
  to	
  7.67,	
  from	
  MINTEQ	
  geochemical	
  
model.	
  

	
  
Table	
  3-­‐11.	
  Ionic	
  strength	
  comparisons	
  in	
  planted	
  samples	
  from	
  experiment	
  3	
  from	
  
MINTEQ	
  model	
  and	
  measured	
  data	
  (converted	
  from	
  EC	
  as	
  per	
  (Marion	
  and	
  Babcock	
  
1976)).	
  

CuO	
  
NP	
  
dose	
  

Charge	
  
Balance	
  (%	
  

diff)	
  
I	
  (mM)	
  

(MINTEQ)	
  
I	
  (mM)	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  	
  

(Measured)	
  

0	
  
7%	
  low	
  
anions	
   3.3	
   4.7	
  

10	
  
11%	
  low	
  
anions	
   3.8	
   5.5	
  

30	
  
5%	
  low	
  
anions	
   4.4	
   6.7	
  

100	
  
12%	
  low	
  
anions	
   8.3	
   12.5	
  

200	
  
15%	
  low	
  
anions	
   10.6	
   16.5	
  

300	
  
14%	
  low	
  
anions	
   18.2	
   29.6	
  

	
  
	
  
	
  

	
  
Table	
  3-­‐12.	
  Comparison	
  between	
  dissolved	
  Cu	
  with	
  a	
  solid	
  and	
  no	
  solid	
  phase	
  
added	
  to	
  MINTEQ.	
  The	
  MINTEQ	
  model	
  was	
  run	
  with	
  and	
  without	
  a	
  solid	
  CuO	
  
(crystalline)	
  phase.	
  The	
  results	
  are	
  below	
  (Table	
  0-­‐5	
  and	
  Fig.	
  0-­‐2).	
  At	
  the	
  lower	
  NP	
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doses,	
  the	
  model	
  fit	
  better	
  to	
  measured	
  data	
  without	
  the	
  solid	
  phase,	
  while	
  at	
  the	
  
higher	
  CuO	
  NP	
  doses,	
  it	
  was	
  irrelevant	
  due	
  to	
  high	
  precipitation.	
  	
  
	
  

	
  

Dissolved	
  Cu	
  
(ug/L)	
  

	
  CuO	
  NP	
  
dose	
  	
  
(mg	
  
Cu/kg)	
  

No	
  
solid	
  
phase	
  

Added	
  
CuO	
  
solid	
   pH	
  

0	
   	
  10	
  	
   	
  10	
  	
   6.69	
  
10	
   	
  189	
  	
   	
  2,839	
  	
   6.78	
  
30	
   	
  490	
  	
   	
  5,629	
  	
   6.63	
  
100	
   	
  2,039	
  	
   	
  2,242	
  	
   7.17	
  
200	
   	
  2,012	
  	
   	
  2,012	
  	
   7.36	
  
300	
   	
  1,589	
  	
   	
  1,589	
  	
   7.67	
  

	
  
	
  
Table	
  3-­‐13.	
  Sensitivity	
  of	
  MINTEQ	
  models	
  to	
  triplicate	
  measurements	
  of	
  
rhizosphere	
  solution	
  characteristics	
  at	
  CuO	
  NP	
  doses	
  30	
  and	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  
sand.	
  The	
  mean	
  of	
  all	
  inputs	
  was	
  used	
  as	
  the	
  basis	
  of	
  that	
  CuO	
  NP	
  dose	
  over	
  the	
  
triplicates	
  measured.	
  To	
  assess	
  the	
  sensitivity	
  of	
  the	
  model	
  to	
  individual	
  inputs,	
  
especially	
  pH,	
  DMA	
  and	
  citrate	
  concentrations,	
  all	
  the	
  inputs	
  were	
  used	
  to	
  
understand	
  how	
  they	
  would	
  impact	
  the	
  level	
  of	
  Cu	
  dissolved	
  in	
  the	
  MINTEQ	
  model.	
  
A	
  summary	
  at	
  CuO	
  NP	
  doses	
  30	
  and	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand	
  are	
  shown,	
  along	
  with	
  
probable	
  drivers	
  of	
  the	
  differences	
  in	
  Cu	
  solubility.	
  	
  
	
  

	
  

CuO	
  NP	
  
30	
  mg	
  
Cu/kg	
  
sand	
  

	
   	
  
pH	
  

dis	
  Cu	
  
ug/L	
   Citrate	
  (mg/L)	
   Probable	
  driver?	
  	
  

6.52	
   5403	
   13.2	
   	
  	
  

6.78	
   4113	
   18.8	
  
higher	
  pH,	
  higher	
  
citrate	
  

6.59	
   7117	
   23.5	
   higher	
  citrate,	
  low	
  pH	
  

	
   	
   	
   	
  mean	
   5545	
  
	
   	
  stdev	
   1507	
  
	
   	
  

	
   	
   	
   	
  
	
  

5629	
   Using	
  mean	
  values	
  (Table	
  3-­‐5)	
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CuO	
  NP	
  
100	
  mg	
  
Cu/kg	
  
sand	
  

	
   	
  
pH	
  

dis	
  Cu	
  
ug/L	
   Citrate	
  (mg/L)	
   Probable	
  driver?	
  	
  

7.19	
   2734	
   43.2	
   	
  	
  
7.09	
   2445	
   33.8	
   lower	
  citrate	
  

7.23	
   1607	
   32.8	
  
lower	
  citrate,	
  higher	
  
pH	
  

	
   	
   	
   	
  mean	
   2262	
  
	
   	
  stdev	
   585	
  
	
   	
  

	
   	
   	
   	
  
	
  

2242	
   Using	
  mean	
  values	
  (Table	
  3-­‐5)	
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CHAPTER	
  4 	
  

	
  

ENGINEERING	
  SIGNIFICANCE	
  
	
  

	
   Increased	
  use	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  agriculture	
  and	
  industry	
  leads	
  to	
  increased	
  

likelihood	
  of	
  contamination	
  in	
  soil	
  and	
  water	
  systems.	
  	
  It	
  is	
  crucial	
  to	
  understand	
  

under	
  which	
  agriculturally	
  relevant	
  scenarios	
  (that	
  is	
  soils	
  and	
  soil	
  processes)	
  these	
  

nanoparticles	
  present	
  the	
  greatest	
  toxicity,	
  and	
  how	
  the	
  performance	
  of	
  wheat,	
  a	
  

commercially	
  significant	
  crop,	
  may	
  be	
  impacted.	
  Rhizosphere	
  processes	
  are	
  

increasingly	
  being	
  recognized	
  for	
  their	
  importance	
  in	
  consideration	
  of	
  pollutant,	
  in	
  

addition	
  to	
  being	
  the	
  gateway	
  of	
  nutrient	
  uptake	
  into	
  plants.	
  

Conversely,	
  as	
  copper	
  supplies	
  across	
  the	
  world	
  become	
  more	
  scarce	
  

(Dodson	
  et	
  al.	
  2012),	
  CuO	
  NPs	
  may	
  present	
  opportunities	
  for	
  a	
  more	
  efficient	
  

delivery	
  method	
  in	
  Cu	
  deficient	
  environments,	
  or	
  as	
  fungicide	
  and	
  therefore	
  the	
  

dynamics	
  of	
  plant-­‐soil-­‐NP	
  interaction	
  are	
  especially	
  important	
  to	
  investigate.	
  With	
  

an	
  increasing	
  global	
  population,	
  land	
  use	
  will	
  be	
  an	
  issue	
  of	
  critical	
  importance	
  to	
  

generate	
  sufficient	
  food	
  supplies.	
  Remediation	
  of	
  marginal	
  lands	
  is	
  one	
  way	
  to	
  

increase	
  land	
  use,	
  of	
  which	
  phytoremediation	
  is	
  an	
  application.	
  A	
  better	
  

understanding	
  of	
  rhizosphere	
  processes	
  may	
  uncover	
  opportunities	
  to	
  make	
  this	
  

process	
  more	
  effective.	
  	
  

Additionally,	
  inefficient	
  application	
  of	
  fertilizer	
  has	
  negative	
  ramifications	
  for	
  

water	
  quality.	
  NPs	
  show	
  a	
  strong	
  potential	
  in	
  effective	
  delivery	
  of	
  nutrients,	
  in	
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particular	
  when	
  designed	
  to	
  respond	
  to	
  plant	
  exudates	
  signaling	
  a	
  deficiency	
  –	
  

analogously	
  to	
  how	
  nanomedicines	
  can	
  be	
  targeted	
  in	
  cancer	
  applications.	
  Capping	
  a	
  

nanoparticle	
  in	
  a	
  corona	
  that	
  responds	
  specifically	
  to	
  a	
  plant	
  exudate,	
  and	
  releases	
  a	
  

nutrient	
  “on	
  demand,”	
  may	
  be	
  a	
  way	
  to	
  circumvent	
  over	
  application	
  of	
  fertilizers.	
  

For	
  example,	
  in	
  calcareous	
  soils,	
  high	
  pH	
  drives	
  low	
  Fe	
  and	
  other	
  micronutrient	
  

bioavailability.	
  Chemical	
  complexation	
  is	
  the	
  mechanism	
  that	
  winter	
  wheat	
  employs	
  

to	
  obtain	
  Fe,	
  releasing	
  DMA	
  and	
  complexing	
  Fe	
  from	
  solid	
  phase,	
  enabling	
  plant	
  

uptake.	
  	
  Our	
  work	
  here	
  provides	
  some	
  new	
  additions	
  to	
  a	
  rapidly	
  expanding	
  field	
  of	
  

nano-­‐agricultural	
  applications.	
  	
  

	
  

Further	
  Work	
  

Extrapolating	
  the	
  findings	
  of	
  this	
  simplified	
  system	
  into	
  an	
  agricultural	
  

context	
  requires	
  many	
  modifications.	
  Particularly,	
  LMWOAs,	
  AA	
  and	
  DMA	
  (Von	
  

Wiren	
  et	
  al.	
  1993)	
  are	
  highly	
  consumable	
  by	
  bacteria	
  which	
  are	
  numerous	
  in	
  a	
  soil	
  

system.	
  Distance	
  from	
  the	
  wheat	
  root	
  in	
  general	
  means	
  lower	
  LMWOAs	
  and	
  DMA	
  

(Von	
  Wiren	
  et	
  al.	
  1993).	
  This	
  may	
  reduce	
  the	
  concentration	
  and	
  thus	
  their	
  role	
  in	
  

CuO	
  NP	
  dissolution,	
  providing	
  plant	
  defense.	
  Alternatively,	
  bacteria	
  and	
  fungi	
  

produce	
  siderophores	
  that	
  can	
  chelate	
  Cu	
  and	
  increase	
  CuO	
  NP	
  solubility.	
  

Additionally,	
  as	
  outlined	
  in	
  Appendix	
  B,	
  soil	
  systems	
  have	
  DOC	
  that	
  is	
  multifaceted	
  

and	
  highly	
  complex.	
  Components	
  such	
  as	
  fulvic	
  and	
  humic	
  acid	
  (Watson	
  et	
  al.	
  2014)	
  

may	
  reduce	
  or	
  increase	
  solubility	
  of	
  Cu	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs.	
  Furthermore,	
  soil	
  may	
  

provide	
  sorption	
  sites,	
  or	
  provide	
  inorganic	
  anions	
  (PO43-­‐	
  and	
  CO32-­‐	
  for	
  example)	
  to	
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form	
  Cu	
  precipitates	
  or	
  cap	
  the	
  CuO	
  NPs	
  in	
  coronas,	
  impacting	
  the	
  forms	
  of	
  Cu	
  

available	
  to	
  the	
  wheat	
  plant.	
  More	
  investigation	
  is	
  required	
  to	
  completely	
  

understand	
  the	
  implications	
  of	
  increased	
  CuO	
  NP	
  presence	
  in	
  soil.	
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Appendix	
  A:	
  Soil	
  components	
  and	
  copper	
  availability	
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Understanding	
  the	
  factors	
  in	
  soil	
  that	
  mitigate	
  or	
  enhance	
  the	
  impact	
  of	
  CuO	
  

NPs	
  and	
  released	
  Cu	
  ions	
  on	
  the	
  wheat	
  plant	
  is	
  necessary	
  to	
  appreciate	
  the	
  

transport	
  of	
  NPs,	
  as	
  well	
  as	
  the	
  factors	
  impacting	
  Cu	
  ions	
  released	
  from	
  the	
  CuO	
  NPs.	
  	
  

	
  

pH	
  
Lower	
  pH	
  will	
  decrease	
  available	
  sorption	
  sites	
  in	
  the	
  soil,	
  promoting	
  soluble	
  

Cu,	
  with	
  higher	
  pH	
  increasing	
  both	
  soil	
  sorption	
  sites	
  on	
  soil	
  organic	
  matter	
  and	
  

clays	
  (Suave	
  1997,	
  2000)	
  as	
  well	
  as	
  precipitating	
  Cu	
  from	
  solution.	
  Thus,	
  dissolution	
  

of	
  CuO	
  NPs	
  is	
  increased	
  under	
  acidic	
  pH.	
  	
  The	
  caveat	
  is	
  complex	
  formation	
  between	
  

Cu	
  and	
  dissolved	
  organic	
  matter	
  from	
  the	
  soil,	
  and	
  bacterial	
  and	
  root	
  exudates.	
  

Complexation	
  is	
  enhanced	
  with	
  increasing	
  pH,	
  as	
  ligands	
  are	
  deprotonated.	
  	
  

	
  

	
  
Fig.	
  0-­‐1.	
  Relationship	
  between	
  soil	
  solid	
  and	
  solution	
  phase,	
  and	
  impact	
  on	
  
bioavailable	
  Cu	
  (modified	
  from	
  (McBride	
  and	
  MartÍnez	
  2000)).	
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Organic	
  matter	
  
Organic	
  matter	
  (decaying	
  plant	
  or	
  animal	
  matter)	
  in	
  soils	
  may	
  be	
  dissolved	
  

or	
  be	
  in	
  solid	
  phase,	
  called	
  soil	
  organic	
  matter	
  (SOM).	
  SOM	
  increases	
  the	
  cation	
  

exchange	
  capacity	
  (CEC)	
  of	
  the	
  soil;	
  in	
  other	
  words,	
  the	
  soil’s	
  ability	
  to	
  sorb	
  Cu	
  out	
  of	
  

solution	
  (Kramer	
  and	
  Boyer	
  1995).	
  	
  

DOC	
  is	
  contained	
  in	
  the	
  solution	
  phase	
  of	
  soils	
  in	
  varying	
  quantities	
  

originating	
  from	
  different	
  sources	
  including	
  organic	
  matter	
  breakdown	
  and	
  

bacterial	
  and	
  root	
  exudates.	
  As	
  suggested	
  by	
  Michaud	
  et	
  al.	
  (2008),	
  the	
  DOC	
  in	
  soil	
  

has	
  a	
  large	
  influence	
  on	
  the	
  proportion	
  of	
  Cu	
  remaining	
  in	
  solution,	
  especially	
  with	
  

increasing	
  pH.	
  For	
  example,	
  Blinova	
  et	
  al.	
  (2010)	
  analyzed	
  several	
  water	
  types	
  

alongside	
  CuO	
  NPs	
  to	
  determine	
  toxicity	
  on	
  bacteria	
  and	
  found	
  that	
  the	
  proportion	
  

of	
  DOC	
  was	
  highly	
  significant	
  in	
  lowering	
  the	
  bioavailability	
  of	
  Cu	
  in	
  solution,	
  	
  the	
  

main	
  driver	
  of	
  bacterial	
  toxicity	
  in	
  this	
  case;	
  although	
  the	
  bioavailability	
  was	
  also	
  

impacted	
  by	
  ligand	
  speciation.	
  As	
  indicated	
  in	
  Fig	
  6,	
  DOC	
  can	
  bond	
  with	
  Cu	
  in	
  labile	
  

(easily	
  exchangeable	
  ligands)	
  and	
  non-­‐labile	
  pools,	
  and	
  provide	
  a	
  large	
  buffer	
  of	
  Cu	
  

ions,	
  even	
  at	
  high	
  pH.	
  The	
  DOC	
  species	
  attached	
  to	
  Cu	
  will	
  affect	
  bioavailability.	
  	
  

Soil	
  solid	
  phase	
  
Sorption	
  sites	
  for	
  Cu	
  on	
  soil	
  minerals	
  and	
  SOM	
  control	
  how	
  much	
  of	
  the	
  Cu	
  

will	
  be	
  available	
  in	
  solution,	
  providing	
  a	
  Cu	
  buffer	
  to	
  the	
  soil	
  solution.	
  The	
  solid	
  

phase	
  Cu	
  supplies	
  the	
  labile,	
  non-­‐labile	
  and	
  free	
  pools	
  of	
  soluble	
  Cu	
  (Fig.	
  0-­‐1).	
  

Depending	
  on	
  the	
  pH,	
  soil	
  type,	
  and	
  surface	
  charge	
  on	
  the	
  soil	
  particle,	
  the	
  sorption	
  

capacity	
  of	
  soils	
  for	
  Cu	
  vary	
  greatly.	
  In	
  general,	
  higher	
  proportions	
  of	
  clay	
  and	
  SOM	
  

will	
  increase	
  a	
  soil’s	
  cation	
  exchange	
  capacity	
  CEC	
  (Kramer	
  and	
  Boyer	
  1995).	
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Ionic	
  strength	
  
Increasing	
  ionic	
  strength,	
  specifically	
  polyvalent	
  cations,	
  decreases	
  solution	
  

activity	
  of	
  other	
  free	
  ions,	
  changing	
  the	
  behavior	
  of	
  that	
  species	
  in	
  solution,	
  and	
  

changing	
  solubility	
  of	
  solid	
  phase	
  constituents.	
  In	
  the	
  presence	
  of	
  other	
  polyvalent	
  

cations	
  Cu	
  has	
  less	
  potential	
  to	
  sorb	
  to	
  a	
  biological	
  site	
  of	
  significance	
  (fish	
  gills,	
  or	
  

plant	
  roots	
  for	
  example.).	
  The	
  Biotic	
  Ligand	
  Model	
  (BLM)	
  considers	
  competition	
  

between	
  Cu	
  and	
  hardness	
  cations	
  (Ca	
  and	
  Mg)	
  for	
  bacterial	
  or	
  root	
  sorption	
  sites	
  in	
  

aquatic	
  systems	
  (Paquin	
  et	
  al.	
  2000).	
  	
  

Soil	
  bacteria	
  
Rhizosphere	
  bacteria	
  represent	
  the	
  plant’s	
  “second	
  genome”	
  due	
  to	
  a	
  strong	
  

symbiosis,	
  providing	
  defense	
  against	
  toxins	
  at	
  the	
  root	
  apices	
  especially	
  (Dennis	
  et	
  

al.	
  2010).	
  If	
  bacteria	
  in	
  the	
  rhizosphere	
  are	
  directly	
  altered	
  as	
  a	
  result	
  of	
  interaction	
  

with	
  CuO	
  NPs,	
  the	
  plant	
  may	
  be	
  more	
  susceptible	
  to	
  damage.	
  For	
  example,	
  

Pseudomonas	
  putida	
  KT2440	
  was	
  effected	
  distinctly	
  by	
  CuO	
  NPs	
  as	
  opposed	
  to	
  bulk	
  

CuO,	
  suggesting	
  aggregation	
  of	
  NPs	
  may	
  reduce	
  their	
  toxicity	
  to	
  soil	
  microbes	
  and	
  

hence	
  soil	
  health	
  (Gajjar	
  et	
  al.	
  2009).	
  NP	
  behavior	
  has	
  been	
  demonstrably	
  different	
  

than	
  ‘bulk’	
  CuO;	
  both	
  bioavailable	
  Cu	
  (complexed	
  or	
  free	
  Cu2+)	
  and	
  CuO	
  NPs	
  directly	
  

affected	
  Pseudamonas	
  flourescens	
  bacteria	
  (Kakinen	
  et	
  al	
  2011).	
  It	
  is	
  therefore	
  

important	
  to	
  consider	
  the	
  impact	
  of	
  CuO	
  NPs	
  on	
  soil	
  bacterial	
  communities	
  in	
  soil,	
  

and	
  the	
  potential	
  for	
  resulting	
  symbiotic	
  loss	
  to	
  the	
  wheat	
  plant	
  in	
  soils.	
  Exudates	
  

from	
  the	
  root	
  are	
  key	
  metabolites	
  for	
  microbial	
  production	
  of	
  ethylene,	
  a	
  plant	
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signal	
  controlling	
  development,	
  and	
  the	
  rate	
  of	
  exudation	
  is	
  increased	
  in	
  the	
  

presence	
  of	
  microbes	
  (Dakora	
  and	
  Phillips	
  2002).	
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Appendix	
  B:	
  Preliminary	
  experiments	
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A	
  preliminary	
  experiment	
  comprising	
  2	
  treatments	
  (with	
  and	
  without	
  Fe	
  

solution)	
  was	
  performed	
  to	
  elucidate	
  the	
  concentration	
  and	
  type	
  of	
  root	
  exudates	
  in	
  

this	
  sand-­‐wheat	
  system.	
  Pre-­‐germinated	
  shoots	
  over	
  3	
  days	
  were	
  placed	
  on	
  LB	
  

medium	
  as	
  a	
  way	
  to	
  reduced	
  shoot-­‐media	
  contamination,	
  as	
  well	
  as	
  being	
  able	
  to	
  

ensure	
  wheat	
  plants	
  are	
  grown	
  in	
  aseptic	
  conditions.	
  	
  Treatments	
  were	
  grown	
  over	
  

14	
  days	
  in	
  sand,	
  with	
  5	
  mM	
  CaCl3,	
  0.8	
  mM	
  BO3	
  and	
  50	
  μM	
  FeCl3	
  for	
  all	
  +Fe	
  

treatments.	
  	
  

For	
  metal-­‐organic	
  complexes,	
  I	
  have	
  begun	
  testing	
  for	
  EDTA-­‐Cu	
  as	
  an	
  

infusion	
  (direct	
  infusion	
  bypassing	
  the	
  column)	
  in	
  an	
  EIS-­‐TOF	
  as	
  the	
  first	
  step	
  for	
  

this	
  process	
  with	
  assistance	
  from	
  the	
  UWRL	
  chromatography	
  technician.	
  	
  EDTA-­‐Cu	
  

has	
  been	
  detected	
  at	
  1	
  mM	
  Cu	
  and	
  1.5	
  mM	
  EDTA	
  using	
  formic	
  acid	
  mobile	
  phase	
  

suggested	
  by	
  Tsednee	
  et	
  al.	
  (2012).	
  Cu-­‐fumarate	
  was	
  not	
  detected	
  as	
  a	
  complex,	
  only	
  

a	
  fumarate	
  ion,	
  likely	
  due	
  to	
  lower	
  stability	
  constant	
  compared	
  to	
  EDTA	
  at	
  low	
  pH	
  

~3	
  under	
  the	
  same	
  conditions.	
  This	
  will	
  be	
  followed	
  by	
  analyzing	
  exudates	
  from	
  the	
  

preliminary	
  study	
  with	
  pre-­‐germinated	
  wheat	
  grown	
  for	
  13	
  days	
  in	
  sand	
  with	
  +/-­‐	
  

Fe.	
  	
  

A	
  second	
  preliminary	
  study	
  with	
  control	
  ±Fe	
  and	
  300	
  mg/kg	
  CuO	
  NPs	
  ±Fe	
  

was	
  also	
  performed	
  (2.5	
  mM	
  CaCl3	
  was	
  used	
  to	
  lower	
  Cl	
  levels	
  for	
  the	
  IC,	
  all	
  other	
  

solutions	
  were	
  as	
  above).	
  Root	
  exudates	
  were	
  analyzed	
  using	
  techniques	
  above,	
  and	
  

DOC	
  as	
  shown	
  (Table	
  0-­‐1.)	
  (Background	
  DOC	
  at	
  10	
  mg/L	
  from	
  unplanted	
  systems	
  in	
  

sand	
  was	
  observed	
  in	
  Control	
  +Fe	
  replicate	
  5.)	
  A	
  particularly	
  high	
  value	
  in	
  –Fe	
  CuO	
  

NP	
  dose	
  of	
  74	
  mg/L	
  increased	
  the	
  standard	
  deviation	
  of	
  this	
  treatment.	
  There	
  was	
  a	
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trend	
  for	
  higher	
  DOC	
  in	
  NP	
  treatments.	
  Initial	
  tests	
  suggest	
  background	
  DOC	
  will	
  

likely	
  be	
  lowered	
  to	
  <	
  5	
  mg/L	
  by	
  muffle	
  furnace	
  treated	
  sand	
  (550	
  °C)	
  and	
  using	
  a	
  

Buchner	
  funnel	
  without	
  GF/B,	
  which	
  is	
  hoped	
  will	
  reduce	
  standard	
  deviation	
  

between	
  treatments.	
  	
  

	
  

Table	
  0-­‐1.	
  DOC	
  results	
  from	
  sand	
  grown	
  17	
  day	
  old	
  wheat	
  with/without	
  Fe	
  (50uM)	
  
solution	
  and	
  CuO	
  NPs	
  (N=5,	
  apart	
  from	
  +Fe	
  Control	
  where	
  N=4)	
  
mg/L	
  DOC	
  ±	
  Std	
  Dev	
   +Fe	
   -­‐Fe	
  
Control	
   8±5	
   18±9	
  
300	
  mg/kg	
  CuO	
  NP	
   19±4	
   41±19	
  
	
  

	
  

LMWOA	
  variability	
  was	
  high,	
  and	
  in	
  many	
  cases	
  levels	
  were	
  low	
  (<0.5	
  mg/L).	
  

Options	
  to	
  alleviate	
  this	
  issue	
  include	
  planting	
  more	
  plants	
  per	
  Magenta	
  box	
  (10	
  

suggested	
  as	
  opposed	
  to	
  5	
  per	
  box	
  here)	
  or	
  using	
  a	
  longer	
  loop	
  for	
  the	
  IC	
  (increasing	
  

sensitivity).	
  

	
  
Table	
  0-­‐2.	
  LMWOA	
  resulting	
  from	
  sand	
  grown	
  17	
  day	
  old	
  wheat	
  with/without	
  Fe	
  
solution	
  and	
  CuO	
  NPs	
  (N=5,	
  apart	
  from	
  +Fe	
  Control	
  where	
  N=4).	
  All	
  others	
  <0.5	
  
mg/L.	
  	
  
mg/L	
  Butyrate	
  ±	
  Std	
  Dev	
   +Fe	
   -­‐Fe	
  
Control	
   0.40±0.42	
   0±0	
  
300	
  mg/kg	
  CuO	
  NP	
   3.33±0.64	
   0±0	
  
mg/L	
  Acetate	
  ±	
  Std	
  Dev	
   +Fe	
   -­‐Fe	
  
Control	
   2.76±3.83	
   1.87±1.31	
  
300	
  mg/kg	
  CuO	
  NP	
   0.74±0.40	
   1.97±0.71	
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Appendix	
  C:	
  Procedural	
  development	
  TOF	
  and	
  QqQ	
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• Challenges:	
  
– Difficulty	
  with	
  metal	
  contamination	
  
– Fe/Cu	
  from	
  samples	
  makes	
  CCV	
  recovery	
  poor	
  
– DMA	
  level	
  at	
  0.2	
  μM,	
  close	
  to	
  limit	
  of	
  detection	
  (LOD)	
  	
  

• Initial	
  drive	
  to	
  use	
  Time	
  Of	
  Flight	
  Mass	
  spec	
  to	
  assess	
  all	
  Cu	
  compounds	
  
– Concentration	
  of	
  individual	
  complexes	
  low,	
  making	
  detection	
  difficult	
  	
  

• Used	
  Ion	
  Chromatography	
  to	
  TOF	
  link	
  to	
  verify	
  VFAs	
  
– DMA	
  didn’t	
  elute	
  off	
  IC	
  column	
  
– Confirmation	
  of	
  VFAs	
  was	
  possible	
  –	
  ammonia	
  injection	
  greatly	
  aided	
  

sensitivity	
  
• Tried	
  QqQ	
  MS	
  

– Initially	
  infusion	
  (no	
  column)	
  –	
  MRM	
  method	
  103	
  lower	
  LOD	
  
– Zwitterionic	
  column	
  exceeded	
  pressure	
  threshold	
  (broken	
  column)	
  
– Chromatography	
  poor	
  and	
  replication	
  difficult	
  to	
  obtain	
  
– New	
  zwitterionic	
  column	
  purchased	
  
– Direct	
  to	
  source	
  syringe	
  injection	
  attempted	
  

• Lowest	
  metal	
  contamination	
  so	
  far	
  
• Suspect	
  high	
  Cu	
  in	
  solution	
  (ions/complexes/NPs)	
  that	
  

diverges	
  from	
  Xuan	
  et	
  al	
  2006	
  that	
  method	
  was	
  modeled	
  off	
  	
  
• Sample	
  clean	
  up	
  with	
  ultra	
  filtration/3	
  kDa	
  spin	
  filters	
  next	
  

– Used	
  MRM	
  to	
  detect	
  DMA	
  down	
  to	
  0.1	
  uM	
  levels	
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Appendix	
  D:	
  Detailed	
  materials	
  and	
  methods	
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Experimental	
  design	
  

	
   A	
  randomized	
  factorial	
  design	
  with	
  CuO	
  NPs	
  at	
  four	
  concentrations	
  

(including	
  0)	
  was	
  used	
  in	
  this	
  study.	
  To	
  have	
  enough	
  plant	
  tissue	
  for	
  analysis	
  25	
  

plants	
  were	
  grown	
  per	
  Magenta	
  growth	
  box	
  (Sigma	
  Aldrich,	
  St	
  Louis,	
  MO,	
  USA),	
  with	
  

9	
  replicated	
  boxes	
  for	
  each	
  treatment.	
  Dry-­‐weight	
  root	
  mass	
  with	
  25	
  plants	
  (1	
  

Magenta	
  box)	
  for	
  the	
  most	
  toxic	
  dose	
  CuO	
  NPs	
  (300	
  mg	
  Cu/kg)	
  yielded	
  0.05	
  g	
  of	
  

tissue	
  (determined	
  from	
  previous	
  experiments),	
  sufficient	
  enough	
  to	
  determine	
  

uptake	
  of	
  metals	
  into	
  roots	
  per	
  kg	
  of	
  dry	
  plant	
  mass	
  accurately.	
  Plants	
  grown	
  

without	
  NPs	
  served	
  as	
  the	
  control.	
  A	
  Cu	
  ion	
  control,	
  using	
  Cu	
  chloride	
  salt,	
  was	
  not	
  

used.	
  Ion	
  controls	
  have	
  been	
  used	
  to	
  compare	
  ion	
  versus	
  NP	
  effects,	
  but	
  the	
  

dissolution	
  rate	
  of	
  CuO	
  NPs	
  is	
  difficult	
  to	
  emulate	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012)	
  ,	
  and	
  may	
  be	
  

highly	
  dependent	
  on	
  proximity	
  of	
  the	
  NP	
  to	
  the	
  root	
  surface	
  (Shi	
  et	
  al.	
  2011).	
  

Each	
  Magenta	
  box	
  was	
  treated	
  as	
  an	
  independent	
  microcosm.	
  Shoot	
  tissue,	
  

root	
  tissue	
  and	
  sand	
  solution	
  were	
  linked	
  for	
  statistical	
  comparisons	
  Fig.	
  0-­‐2.	
  	
  

Material	
  and	
  methods	
  
	
  
Sources	
  of	
  NPs	
  and	
  sand	
  	
  

The	
  CuO	
  NPs	
  were	
  obtained	
  from	
  Sigma-­‐Aldrich	
  Chemical	
  Company	
  (St	
  

Louis,	
  MO),	
  have	
  been	
  previously	
  characterized	
  by	
  our	
  group.	
  The	
  CuO	
  NPs	
  were	
  

characterized	
  using	
  the	
  methods	
  used	
  by	
  this	
  research	
  group	
  to	
  characterize	
  other	
  

NPs	
  (Table	
  0-­‐3.).	
  The	
  sand	
  used	
  as	
  a	
  growth	
  matrix	
  (muffle	
  oven	
  heated	
  to	
  550	
  °C	
  to	
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remove	
  background	
  DOC,	
  rinsed	
  thoroughly	
  with	
  de-­‐ionized	
  water	
  5	
  times,	
  then	
  

oven	
  dried	
  overnight)	
  was	
  white	
  silica	
  sand,	
  purchased	
  from	
  UNIMIN	
  Corp.,	
  ID,	
  US.	
  

	
  
Fig.	
  0-­‐2.	
  Each	
  treatment	
  comprised	
  of	
  12	
  Magenta	
  boxes;	
  3	
  used	
  for	
  water	
  
transpiration	
  measurements	
  and	
  plant	
  roots	
  plated	
  to	
  test	
  for	
  bacterial	
  
contamination,	
  the	
  remaining	
  9	
  were	
  run	
  through	
  the	
  process	
  in	
  Fig.	
  6.	
  	
  
	
  

The	
  wheat	
  seeds	
  (Triticum	
  aestivum	
  cv	
  Deloris)	
  were	
  obtained	
  from	
  Green	
  

Mountain	
  LLC	
  (Mountain	
  green	
  UT).	
  This	
  is	
  an	
  organic	
  hard	
  red	
  winter	
  wheat	
  

developed	
  by	
  Dr	
  David	
  Hole	
  (Utah	
  State	
  University).	
  

Table	
  0-­‐3.	
  Characterization	
  of	
  CuO	
  NPs	
  	
  
Measure	
   Method	
   Result	
   Reference	
  
Size	
  
distribution	
  
(nm)	
  

DynaPro	
  
NanoStar	
  	
  
Dynamic	
  Light	
  
Scattering	
  	
  

Sigma	
  Aldrich,	
  
dry	
  particles	
  <	
  
50	
  nm	
  
	
  

(Dimkpa	
  et	
  al.	
  
2012)	
  

•  Each%treatment:%%
– 9%-%12%Magenta%boxes%with%25%plants%per%box.%
%

Used%for%pla?ng%roots%
(bacterial%fungal%
contamina?on),%water%
use%through%
transpira?on,%and%
sand%mass%balance%

Time%independent%replica?on.%Triplicates%if%significant%
varia?on%between%the%first%two%sets.%%
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(Wyatt	
  
Technology	
  
Corporation,	
  
Santa	
  Barbara,	
  
CA)	
  

In	
  H2O	
  318	
  nm	
  
(mean),	
  some	
  
particles	
  <	
  100	
  
nm	
  
	
  
In	
  sand	
  matrix,	
  
larger	
  
aggregates	
  
formed	
  
	
  

Elemental	
  
composition	
  
(μg/g)	
  
(mean)	
  

Nitric	
  Acid	
  
Digestion	
  
(Method	
  3050	
  
USEPA	
  1996),	
  
followed	
  by	
  ICP-­‐
MS	
  	
  
(Agilent	
  7700x	
  
ICP-­‐MS)	
  

69.4%	
  Cu	
  
Fe	
  814	
  μg/g	
  
Si	
  500	
  μg/g	
  
Al	
  216	
  μg/g	
  
	
  

(Dimkpa	
  et	
  al.	
  
2012)	
  

Zeta-­‐
potential	
  

(mV)	
  	
  

Zeta	
  Meter	
  Inc.,	
  
VA,	
  USA	
  	
  

-­‐27.0	
  (pH	
  7.2)	
  
(in	
  sand	
  without	
  
plants)	
  

(Dimkpa	
  et	
  al.	
  
2013)	
  

	
  
	
  
Plant	
  growth	
  conditions	
  	
  

The	
  commercial	
  NPs	
  were	
  added	
  to	
  sand	
  as	
  combined	
  6	
  boxes	
  of	
  sand,	
  then	
  

split	
  into	
  Magenta	
  growth	
  boxes	
  (21	
  cm	
  x	
  7	
  cm	
  x	
  7	
  cm,	
  Sigma-­‐Aldrich	
  Chemical	
  

Company,	
  St	
  Louis,	
  MO),	
  at	
  doses	
  and	
  mass	
  of	
  sand	
  described	
  in	
  Table	
  5.	
  To	
  ensure	
  

homogeneous	
  distribution	
  of	
  the	
  NPs,	
  the	
  contents	
  will	
  be	
  shaken	
  in	
  acid	
  washed	
  1	
  L	
  

Nalgene	
  bottles.	
  The	
  sand	
  will	
  be	
  moistened	
  with	
  45	
  mL/300	
  g	
  sand,	
  as	
  shown	
  in	
  

Table	
  5	
  of	
  an	
  0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  aqueous	
  solution.	
  The	
  addition	
  of	
  Ca	
  is	
  necessary	
  for	
  

seed	
  germination	
  and	
  the	
  Ca	
  salt	
  will	
  provide	
  a	
  low	
  and	
  consistent	
  background	
  ionic	
  

strength	
  solution.	
  This	
  ratio	
  of	
  sand	
  and	
  solution	
  represents	
  1.5	
  times	
  field	
  capacity	
  

(m/m)	
  (Saxton	
  and	
  Rawls	
  2006).	
  The	
  sand-­‐water	
  mixture	
  was	
  aerated	
  by	
  mixing.	
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All	
  solutions,	
  sand	
  and	
  Magenta	
  boxes	
  were	
  autoclaved	
  to	
  minimize	
  microbial	
  

contamination.	
  	
  

The	
  wheat	
  seeds	
  were	
  surface	
  sterilized	
  by	
  submerging	
  the	
  seeds	
  in	
  3%	
  

Bleach	
  (Chlorox)	
  in	
  DI	
  water	
  for	
  10	
  minutes,	
  before	
  being	
  thoroughly	
  washed	
  with	
  

sterile	
  DI	
  water	
  5	
  times.	
  To	
  pre-­‐germinate	
  seedlings,	
  seeds	
  were	
  germinated	
  for	
  4	
  

days	
  on	
  LB	
  nutrient	
  agar	
  plates.	
  Twenty	
  five	
  seedlings	
  were	
  added	
  to	
  each	
  Magenta	
  

box	
  (selected	
  based	
  on	
  absence	
  of	
  microbial	
  growth	
  from	
  the	
  agar	
  plates),	
  planted	
  to	
  

ensure	
  the	
  sand/NP	
  mix	
  does	
  not	
  touch	
  the	
  shoots,	
  and	
  the	
  boxes	
  placed	
  under	
  

lights	
  (fluorescent	
  growth	
  lights	
  at	
  28	
  °C,	
  16	
  hours	
  light,	
  8	
  hours	
  dark,	
  generating	
  a	
  

photosynthetic	
  photon	
  flux	
  density	
  of	
  144	
  pmol	
  m-­‐2	
  s-­‐1	
  at	
  the	
  box	
  surface,	
  at	
  28	
  °C,	
  

with	
  no	
  additional	
  watering	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2013))	
  for	
  an	
  additional	
  10	
  days	
  of	
  

growth.	
  This	
  light	
  level	
  is	
  acknowledged	
  as	
  low;	
  full	
  sunlight	
  PPFD	
  can	
  reach	
  2000	
  

pmol	
  m-­‐2	
  s-­‐1.	
  Boxes	
  will	
  be	
  rotated	
  every	
  24	
  hours	
  to	
  ensure	
  even	
  distribution	
  of	
  

light.	
  	
  

Controls	
  (wheat	
  grown	
  as	
  above	
  without	
  NPs)	
  were	
  used	
  to	
  assess	
  standard	
  

level	
  of	
  exudation,	
  metal	
  uptake	
  into	
  shoots	
  and	
  morphological	
  features.	
  Unplanted	
  

treatments	
  with	
  the	
  same	
  sand	
  and	
  solution	
  as	
  described	
  above,	
  were	
  prepared	
  as	
  

further	
  controls,	
  to	
  compare	
  to	
  the	
  effect	
  of	
  CuO	
  NP	
  dissolution	
  from	
  plant	
  based	
  

exudate	
  complexation.	
  Based	
  on	
  previous	
  results	
  (Dimkpa	
  et	
  al.	
  2012),	
  the	
  doses	
  

proposed	
  (Table 0-4.)	
  are	
  sub-­‐lethal,	
  causing	
  morphological	
  and	
  biochemical	
  

changes	
  to	
  the	
  plant,	
  but	
  not	
  death.	
  The	
  growth	
  period	
  was	
  chosen	
  since	
  10	
  days	
  has	
  

been	
  sufficient	
  time	
  for	
  plants	
  to	
  begin	
  producing	
  phytosiderophores	
  (PSs)	
  as	
  they	
  

become	
  reliant	
  on	
  external	
  sources	
  of	
  the	
  micronutrient	
  Fe	
  (Oburger	
  et	
  al.	
  2014;	
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Reichman	
  and	
  Parker	
  2007).	
  Plants	
  release	
  PSs	
  especially	
  in	
  Fe	
  deficient	
  

conditions	
  (Michaud	
  et	
  al.	
  2007).	
  Plants	
  will	
  not	
  produce	
  PSs	
  if	
  there	
  is	
  sufficient	
  Fe	
  

present	
  in	
  the	
  growth	
  matrix.	
  10	
  days	
  of	
  growth	
  was	
  chosen	
  to	
  avoid	
  complexation	
  

competition	
  from	
  other	
  nutrient	
  additions	
  (e.g.	
  FeEDTA,	
  PO43-­‐),	
  since	
  seeds	
  have	
  

nutrition	
  for	
  the	
  plants	
  for	
  9	
  days.	
  

Table	
  0-­‐4.	
  Experimental	
  conditions	
  –	
  all	
  treatments	
  will	
  be	
  replicated	
  2	
  -­‐	
  3	
  times	
  per	
  
treatment	
  over	
  time	
  (6	
  -­‐	
  9	
  Magenta	
  boxes).	
  Planted	
  and	
  unplanted	
  treatments	
  as	
  
below	
  will	
  be	
  prepared	
  to	
  control	
  for	
  dissolution	
  of	
  CuO	
  NPs	
  in	
  the	
  calcium	
  nitrate	
  
solution.	
  	
  

	
   CuO	
  NPs	
  
	
  (mg	
  Cu/	
  

kg	
  dry	
  sand)	
  
Sand	
  	
  
(g)	
  

0.7	
  mM	
  
Ca(NO3)2	
  

solution	
  (mL)	
  
Initial	
  	
  

0.7mM	
  
Ca(NO3)2	
  

solution	
  (mL)	
  	
  
Flush	
  	
  

Control	
   0	
   300	
   45	
   45	
  
Low	
  CuO	
  NP	
   30	
   160	
   24	
   24	
  
Mid	
  CuO	
  NP	
   100	
   110	
   16.5	
   16.5	
  
High	
  CuO	
  NP	
   300	
   70	
   10.5	
   15.5	
  

	
  

To	
  ensure	
  photo	
  effects	
  are	
  minimized,	
  the	
  height	
  of	
  the	
  sand	
  was	
  equalized	
  

by	
  propping	
  up	
  the	
  Magenta	
  boxes	
  with	
  cardboard	
  or	
  styrofoam	
  plates	
  (Fig. 0-3.).	
  

Evident	
  also,	
  is	
  lack	
  of	
  chlorosis,	
  implying	
  that	
  nutrient	
  deficiency	
  was	
  not	
  a	
  major	
  

factor	
  on	
  the	
  plants’	
  physiological	
  status.	
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Fig.	
  0-­‐3.	
  To	
  avoid	
  light	
  gradients,	
  Magenta	
  boxes	
  were	
  compensated	
  for	
  less	
  sand	
  by	
  
being	
  propped	
  up	
  underneath.	
  

Methods	
  

An	
  overview	
  of	
  the	
  process	
  is	
  presented	
  in	
  Fig.	
  0-­‐3.	
  

	
  	
  
Fig.	
  0-­‐3.	
  Processing	
  of	
  the	
  plant	
  tissue	
  and	
  water	
  extraction	
  at	
  harvest.	
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Analysis	
  of	
  plant	
  tissue	
  for	
  metals	
  
	
  
	
   Dry	
  weight,	
  digestion	
  of	
  roots	
  and	
  shoots	
  
	
  

Fourteen	
  days	
  after	
  germination	
  (4	
  days	
  on	
  agar	
  and	
  10	
  days	
  in	
  the	
  growth	
  

boxes),	
  0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  in	
  DI	
  (autoclaved)	
  was	
  added	
  to	
  the	
  Magenta	
  box,	
  and	
  

allowed	
  to	
  rest	
  for	
  15	
  min,	
  to	
  extract	
  soluble	
  components	
  from	
  the	
  sand.	
  Volumes	
  of	
  

0.7	
  mM	
  Ca(NO3)2	
  indicated	
  in	
  Fig.	
  0-­‐3.	
  After	
  15	
  minutes,	
  the	
  plants	
  were	
  carefully	
  

removed	
  from	
  the	
  sand	
  matrix	
  (sand	
  loosened	
  with	
  ethanol	
  sterilized	
  spatula	
  then	
  

roots	
  teased	
  out	
  of	
  the	
  sand).	
  Roots	
  and	
  shoots	
  were	
  measured	
  in	
  millimeters	
  along	
  

the	
  longest	
  of	
  section	
  of	
  each.	
  	
   	
  

Shoots	
  were	
  cut	
  with	
  a	
  razor	
  3	
  cm	
  above	
  the	
  level	
  of	
  sand	
  (to	
  ensure	
  no	
  

contamination	
  from	
  the	
  sand,	
  and	
  exclusion	
  of	
  potentially	
  CuO	
  NP	
  contaminated	
  

coleoptile	
  tissue).	
  Roots	
  were	
  separated	
  from	
  the	
  seeds	
  and	
  3	
  cm	
  of	
  remaining	
  

shoot,	
  rinsed	
  in	
  DI,	
  before	
  being	
  weighed	
  to	
  obtain	
  fresh	
  weights.	
  	
  

The	
  tissue	
  (roots	
  and	
  shoots)	
  will	
  then	
  be	
  dried	
  overnight	
  at	
  80	
  °C,	
  then	
  

measured	
  for	
  dry	
  weight.	
  The	
  dry	
  tissue	
  (minimum	
  of	
  0.09	
  g)	
  will	
  be	
  digested	
  with	
  5	
  

mL	
  of	
  concentrated	
  trace	
  metal	
  grade	
  nitric	
  acid	
  and	
  2	
  mL	
  30%	
  hydrogen	
  peroxide	
  

(Jones	
  and	
  Case	
  1990).	
  The	
  digestion	
  will	
  be	
  analyzed	
  for	
  Cu,	
  Zn,	
  Fe,	
  Mn,	
  Ca,	
  Mg,	
  K,	
  

Na	
  by	
  inductively	
  coupled	
  plasma-­‐	
  mass	
  spectroscopy	
  (ICP-­‐MS	
  Agilent	
  7700x).	
  

To	
  further	
  confirm	
  that	
  the	
  wheat	
  is	
  grown	
  under	
  aseptic	
  conditions,	
  1	
  root	
  

from	
  all	
  boxes	
  of	
  each	
  treatment	
  will	
  be	
  plated	
  onto	
  LB	
  and	
  assessed	
  for	
  microbial	
  

growth	
  for	
  an	
  additional	
  5	
  days.	
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Analysis	
  of	
  water	
  extraction	
  
	
  
	
   Preparation	
  of	
  water	
  extraction	
  

Each	
  Magenta	
  box	
  with	
  sand	
  and	
  additional	
  Ca	
  solution	
  as	
  above	
  (after	
  30	
  

min	
  settling	
  time	
  and	
  root	
  removal)	
  is	
  upended	
  carefully	
  into	
  a	
  glass	
  funnel	
  with	
  

glass	
  wool	
  inserted,	
  atop	
  a	
  1000	
  mL	
  vacuum	
  flask	
  (Fig.	
  0-­‐3.).	
  The	
  glass	
  funnel	
  and	
  

glass	
  wool	
  was	
  autoclaved.	
  Inside	
  the	
  flask	
  is	
  a	
  50	
  mL	
  sterile	
  plastic	
  vial	
  to	
  capture	
  

the	
  solution	
  extracted	
  from	
  the	
  sand.	
  The	
  system	
  is	
  placed	
  under	
  a	
  vacuum	
  for	
  15	
  

minutes,	
  at	
  which	
  point	
  an	
  approximate	
  volume	
  of	
  solution	
  will	
  be	
  collected	
  

according	
  to	
  Table	
  0-­‐4..	
  The	
  solution	
  is	
  then	
  filtered	
  through	
  a	
  0.2-­‐µm	
  syringe	
  filter	
  in	
  

readiness	
  for	
  analysis.	
  	
  

	
  
	
   Analysis	
  
	
  
	
   	
   Metals	
  

Total	
  dissolved	
  metals	
  (nano	
  and	
  Cu2+)	
  will	
  be	
  determined	
  by	
  digestion	
  of	
  

0.5	
  mL	
  syringe	
  filtered	
  solution	
  by	
  trace	
  metal	
  grade	
  nitric	
  acid	
  and	
  hydrogen	
  

peroxide	
  using	
  a	
  hotblock	
  (Environmental	
  Express,	
  Model	
  SC154,	
  Charleston	
  SC,	
  

USA)	
  from	
  Method	
  3050	
  EPA	
  (USEPA	
  1996)	
  and	
  analyzed	
  using	
  ICP-­‐MS.	
  

For	
  soluble	
  Cu,	
  1.5	
  mL	
  of	
  each	
  sand	
  extract	
  solution	
  will	
  be	
  centrifuged	
  using	
  

a	
  microcentrifuge	
  (Eppendorf,	
  Centrifuge	
  5804,	
  Hamburg	
  Germany)	
  at	
  14,000	
  x	
  g	
  

for	
  13	
  minutes,	
  then	
  1	
  mL	
  supernatant	
  pipetted	
  off,	
  (to	
  ensure	
  Cu	
  in	
  solution	
  was	
  

separated	
  from	
  pelleted	
  CuO	
  NPs)	
  (Fig.	
  0-­‐3.).	
  Based	
  on	
  Stokes	
  Einstein	
  equation	
  this	
  

procedure	
  will	
  remove	
  particles	
  greater	
  than	
  10	
  nm.	
  All	
  samples	
  will	
  be	
  diluted	
  1:10	
  

to	
  ensure	
  soluble	
  Cu	
  is	
  in	
  ICP-­‐MS	
  range	
  (reporting	
  range	
  2.5	
  –	
  650	
  μg	
  Cu/L).	
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Dissolved	
  Cu	
  will	
  be	
  analyzed	
  by	
  ICP-­‐MS.	
  Free	
  Cu2+	
  will	
  be	
  measured	
  using	
  a	
  Cu	
  

ion	
  selective	
  electrode	
  (Orion	
  96-­‐29	
  ionplus)	
  (Bravin	
  et	
  al.	
  2012,	
  Rachou	
  et	
  al.	
  2007,	
  

McLean	
  et	
  al.	
  2013),	
  using	
  3	
  mL	
  of	
  solution.	
  	
  

Amicon-­‐ultra	
  centrifugal	
  filters	
  (3	
  kDa;	
  Millipore	
  Bilerica,	
  MA,	
  USA)	
  were	
  

obtained	
  and	
  calculated	
  to	
  remove	
  ENPs	
  with	
  diameters	
  greater	
  than	
  1.2	
  nm.	
  The	
  

filters	
  had	
  a	
  95%	
  recovery	
  of	
  copper	
  ions	
  at	
  0.5	
  and	
  5	
  mg	
  Cu2+/L.	
  Centrifugal	
  filters	
  

were	
  spun	
  for	
  30	
  min	
  at	
  4500	
  rpm,	
  after	
  being	
  were	
  rinsed	
  three	
  times	
  with	
  DI	
  

water	
  immediately	
  prior	
  to	
  use	
  to	
  minimize	
  DOC	
  contamination.	
  Filtrate	
  was	
  spilt	
  

into	
  DOC	
  and	
  metals	
  for	
  analysis.	
  	
  

	
   	
   General	
  parameters:	
  pH,	
  EC	
  

pH	
  and	
  electrical	
  conductivity	
  (EC)	
  will	
  be	
  measured	
  in	
  3	
  mL	
  of	
  the	
  solution	
  

using	
  standard	
  methods	
  (APHA	
  1995).	
  This	
  3	
  mL	
  will	
  be	
  used	
  also	
  for	
  Cu	
  ion	
  

selective	
  electrode	
  measurements.	
  

	
   	
   Organics	
  
	
  
	
   	
   	
   DOC	
  

DOC	
  will	
  be	
  obtained	
  using	
  combustion	
  with	
  IR	
  detection	
  TOC	
  analyzer	
  

(Apollo	
  9000,	
  Teledyne	
  Tekmar)	
  (Method	
  5310	
  B).	
  Samples	
  from	
  pH	
  analysis	
  will	
  be	
  

used	
  and	
  preserved	
  with	
  phosphoric	
  acid	
  to	
  pH	
  2	
  if	
  required.	
  My	
  preliminary	
  

studies	
  with	
  pre-­‐germinated	
  wheat	
  in	
  sand	
  suggest	
  DOC	
  in	
  the	
  range	
  of	
  100	
  to	
  480	
  

mg/L,	
  so	
  dilutions	
  ranging	
  from	
  1:10	
  (0	
  and	
  30	
  mg/kg	
  CuO	
  NPs)	
  to	
  1:100	
  (100	
  and	
  

300	
  mg/kg	
  CuO	
  NPs)	
  to	
  ensure	
  they	
  are	
  in	
  range	
  under	
  the	
  0.8	
  -­‐25	
  mg/L	
  standard	
  

curve.	
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DOC	
  was	
  also	
  distinguished	
  by	
  size	
  via	
  Amicon-­‐ultra	
  centrifugal	
  filters	
  (3	
  

kDa;	
  Millipore	
  Bilerica,	
  MA,	
  USA)	
  removing	
  large	
  proteins	
  and	
  other	
  organics	
  above	
  

3000	
  amu.	
  Procedure	
  described	
  above	
  under	
  metals.	
  Filtrate	
  was	
  spilt	
  into	
  DOC	
  and	
  

metals	
  for	
  analysis.	
  	
  

	
   	
   	
   Amino	
  acids	
  

Procedures	
  for	
  quantifying	
  free	
  amino	
  acids	
  by	
  Aquity	
  ultra	
  performance	
  

liquid	
  chromatograph	
  (Waters,	
  Milford	
  MA)	
  have	
  been	
  developed	
  by	
  Dr	
  Randal	
  

Lewis’	
  Laboratory	
  (USU)	
  and	
  used	
  previously	
  by	
  our	
  group.	
  Briefly,	
  acetone	
  

precipitation	
  will	
  be	
  applied	
  to	
  ensure	
  peptides	
  and	
  intact	
  proteins	
  do	
  not	
  interfere	
  

with	
  the	
  analysis.	
  The	
  manufacturer’s	
  standard	
  program	
  for	
  amino	
  acid	
  analysis	
  is	
  

used	
  for	
  all	
  identification	
  and	
  analysis,	
  along	
  with	
  known	
  standards	
  prior	
  to	
  the	
  run	
  

and	
  after	
  each	
  set	
  of	
  samples	
  (Creager	
  et	
  al.	
  2010).	
  

	
   	
   	
   LMWOAs	
  

Filtered	
  solutions	
  (0.2	
  µm)	
  will	
  be	
  analyzed	
  to	
  assess	
  LMWOAs	
  and	
  major	
  

anions	
  by	
  ion	
  chromatography	
  using	
  a	
  Dionex	
  ICS-­‐3000	
  equipped	
  with	
  a	
  Dionex	
  

IonPac	
  AS11-­‐HC	
  analytical	
  column	
  and	
  guard	
  column	
  and	
  a	
  Dionex	
  ASRS-­‐ULTRA	
  

Anion	
  Self-­‐Regenerating	
  Suppressor	
  (Dionex	
  Corp.,	
  Sunnyvale,	
  CA).	
  	
  Analyses	
  will	
  be	
  

carried	
  out	
  according	
  to	
  the	
  procedure	
  described	
  in	
  Dionex	
  Application	
  Note	
  123	
  

using	
  a	
  gradient	
  eluent	
  from	
  3mM	
  to	
  60	
  mM	
  KOH	
  produced	
  by	
  a	
  Dionex	
  Eluent	
  

Generator	
  (EGGIII	
  KOH).	
  The	
  sample	
  peaks	
  will	
  be	
  compared	
  against	
  standards	
  of	
  

lactate,	
  acetate,	
  propionate,	
  iso-­‐butyrate,	
  butyrate,	
  isovalerate,	
  valerate,	
  chloride,	
  

nitrate,	
  succinate,	
  malate,	
  sulfate,	
  oxalate,	
  phosphate,	
  citrate,	
  iso-­‐citrate,	
  formate	
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and	
  gluconate.	
  IC-­‐Time-­‐Of-­‐Flight-­‐Mass-­‐Spectrometry	
  or	
  sample	
  spikes	
  were	
  

used	
  if	
  retention	
  time	
  was	
  ambiguous	
  to	
  confirm	
  analytes.	
  	
  

	
   	
  
Sugars	
  and	
  proteins	
  
	
  

For	
  total	
  sugars,	
  a	
  sulfuric	
  acid	
  method	
  with	
  a	
  glucose	
  standard	
  was	
  used,	
  

and	
  UV	
  Vis	
  at	
  315	
  nm	
  as	
  per	
  Albalasmeh	
  et	
  al.	
  (2013).	
  Protein	
  concentration	
  was	
  

used	
  via	
  BCA	
  Protein	
  Assay	
  kit	
  (Thermo	
  scientific,	
  Rockford,	
  IL)	
  under	
  the	
  5	
  -­‐	
  250	
  

μg/mL	
  method,	
  measured	
  by	
  UV	
  Vis	
  spec	
  at	
  576	
  nm.	
  Acetone	
  precipitation	
  was	
  used	
  

to	
  minimize	
  interferences.	
  	
  

Phytosiderophores	
  	
  	
  

	
   HPLC	
  grade	
  phytosiderophores	
  were	
  purchased	
  from	
  Toronto	
  Research	
  

Chemicals	
  (Toronto,	
  Canada)	
  provided	
  2’	
  Deoxymugeinic	
  acid.	
  	
  Standards	
  of	
  Cu-­‐

complexes	
  will	
  be	
  prepared	
  to	
  verify	
  and	
  quantify	
  Cu-­‐complexes	
  identified	
  in	
  the	
  

root	
  exudate	
  (Tsednee	
  et	
  al.	
  2012).	
  Procedures	
  described	
  by	
  Xuan	
  et	
  al.	
  (2006)	
  

using	
  zwitterionic	
  hydrophilic	
  interaction	
  liquid	
  chromatography	
  (ZI-­‐HILIC)	
  to	
  ESI-­‐

MS	
  were	
  employed	
  to	
  determine	
  metal-­‐phytosiderophore	
  complexes.	
  Specifically,	
  a	
  

zwitterionic	
  150	
  mm	
  x	
  1.0	
  mm	
  I.D.	
  column	
  and	
  guard	
  column	
  (14	
  mm	
  x	
  1.0	
  mm	
  I.D.)	
  

will	
  be	
  purchased	
  from	
  SeQuant	
  (Umea,	
  Sweden)	
  and	
  run	
  under	
  the	
  gradient	
  

illustrated	
  in	
  Table	
  3.	
  Solvent	
  A	
  will	
  be	
  10	
  mM	
  ammonium	
  acetate/ACN	
  (10	
  +90)	
  

and	
  Solvent	
  B	
  30	
  mM	
  ammonium	
  acetate/ACN	
  (80	
  +	
  20),	
  both	
  at	
  pH	
  7.3.	
  Following	
  

each	
  run,	
  the	
  column	
  will	
  be	
  cleaned	
  and	
  equilibrated	
  linearly	
  to	
  100	
  %	
  Solvent	
  A	
  

for	
  60	
  min.	
  Complexes	
  will	
  have	
  shorter	
  retention	
  times	
  than	
  the	
  free	
  siderophores,	
  

due	
  to	
  a	
  reduction	
  in	
  charge	
  of	
  the	
  M-­‐phytosiderophore.	
  EDTA	
  will	
  be	
  used	
  to	
  flush	
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the	
  column	
  to	
  ensure	
  metal-­‐phytosiderophore	
  complexes	
  have	
  not	
  separated	
  in	
  

the	
  column	
  and	
  distort	
  results.	
  ESI-­‐MS	
  will	
  be	
  run	
  in	
  negative	
  ionization	
  mode	
  at	
  4.5	
  

kV	
  with	
  a	
  heated	
  transfer	
  capillary	
  maintained	
  at	
  350	
  °C	
  and	
  a	
  tube	
  lens	
  with	
  a	
  

voltage	
  of	
  20	
  V.	
  An	
  Agilent	
  1290	
  ultra	
  HPLC	
  with	
  a	
  6490	
  triple	
  quadrupole	
  mass	
  

spectrometer	
  will	
  be	
  used	
  for	
  additional	
  determination	
  of	
  Cu-­‐	
  complex	
  

configuration.	
  	
  

Table	
  0-­‐3.	
  Operating	
  conditions	
  for	
  ZI-­‐HILIC	
  column	
  including	
  time	
  and	
  
solvent	
  composition	
  

	
  
Time	
  (min)	
   Solvent	
  A	
   Solvent	
  B	
  
0	
  –	
  3	
   100	
   0	
  
3	
  –	
  33	
   Linear	
  down	
  to	
  30%	
   	
  Linear	
  up	
  to	
  70%	
  
33	
  –	
  40	
  (isocratic	
  cleanup)	
   30%	
   70%	
  

	
  

Procedures	
  were	
  developed	
  to	
  ensure	
  siderophore	
  concentrations	
  are	
  

sufficient	
  for	
  these	
  analyses,	
  and	
  lyophilisation	
  employed	
  when	
  required.	
  	
  

Formic	
  acid	
  (1%)	
  mobile	
  phase	
  was	
  also	
  used	
  to	
  confirm	
  total	
  DMA	
  in	
  the	
  

samples	
  (Schindlegger	
  et	
  al.	
  2014)	
  via	
  QqQ	
  MS,	
  which	
  was	
  used	
  in	
  geochemical	
  

modeling.	
  

	
   	
   	
   Other	
  Metal-­‐organo	
  complexes	
  

Using	
  the	
  procedure	
  detailed	
  for	
  siderophores	
  (Xuan	
  et	
  al.	
  2006),	
  the	
  LC-­‐ESI-­‐

QqQ	
  provided	
  a	
  detailed	
  list	
  of	
  other	
  Cu-­‐	
  complexed	
  organic	
  components.	
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A	
  complete	
  summary	
  of	
  solution	
  analyses	
  is	
  listed	
  in	
  Table	
  0-­‐4.	
  as	
  

determined	
  by	
  schematic	
  in	
  Fig.	
  0-­‐3.	
  

Table	
  0-­‐4.	
  Volumes	
  of	
  sand	
  extract	
  required	
  for	
  various	
  analyses	
  
	
   Pretreatment	
   CuO	
  NP	
  Dose	
  (mg/kg)	
  

0	
   30	
   100	
   300	
  
EC,	
  pH,	
  Cu	
  ISE	
   0.2	
  μm	
  filter	
   3	
   3	
   3	
   3	
  
DOC	
   0.2	
  μm	
  filter	
   1	
   1	
   0.1	
   0.1	
  
LMWOAs	
   microcentrifuge	
   1.5	
   1.5	
   1.5	
   1.5	
  
Amino	
  acids	
   microcentrifuge	
   1.5	
   1.5	
   1.5	
   1.5	
  
Total	
  Metals	
   0.2	
  μm	
  filter	
   0.5	
   0.5	
   0.5	
   0.5	
  
<	
  5	
  nm	
  Cu	
   3	
  kDa	
  spin	
  filter	
  	
   0.5	
   0.5	
   0.5	
   0.5	
  
<	
  5nm	
  DOC	
  	
   3	
  kDa	
  spin	
  filter	
  	
   0.5	
   0.5	
   0.5	
   0.5	
  
Dissolved	
  Metals	
   microcentrifuge	
   1.5	
   1.5	
   1.5	
   1.5	
  
LC-­‐QqQ-­‐MS	
  	
   microcentrifuge	
   3	
   3	
   3	
   3	
  
Sugars	
   0.2	
  μm	
  filter	
   1	
   1	
   0.1	
   0.1	
  
Proteins	
   0.2	
  μm	
  filter	
   0.05	
   0.05	
   0.05	
   0.05	
  
Plating	
  (microbes)	
   	
   0.05	
   0.05	
   0.05	
   0.05	
  
Total	
  (mL)	
   	
   14.1	
   14.1	
   12.3	
   12.3	
  
Recovery	
  (mL)	
   	
   39	
   25	
   15	
   14	
  

	
  

	
  

Geochemical	
  modeling	
  

	
   The	
  software	
  program	
  MINTEQ	
  (Gustafsson	
  2014)	
  will	
  be	
  employed	
  

to	
  model	
  Cu-­‐complexes	
  in	
  solution.	
  Stability	
  constants	
  not	
  presently	
  in	
  the	
  

databases	
  for	
  these	
  models	
  were	
  added	
  based	
  on	
  reported	
  literature	
  values	
  along	
  

with	
  values	
  for	
  H+	
  complexes,	
  including	
  those	
  for	
  gluconate	
  and	
  DMA. 

 

Statistical	
  Analysis	
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Statistical	
  analysis	
  using	
  techniques	
  described	
  above	
  will	
  be	
  performed	
  using	
  R	
  

(R	
  Core	
  Team	
  2013)	
  to	
  assess	
  differences	
  in	
  solubility,	
  plant	
  morphology	
  and	
  

solution	
  componentry.	
  	
  

	
  
Quality	
  Control	
  

Three	
  boxes	
  from	
  each	
  treatment	
  shall	
  be	
  set	
  aside	
  to	
  test	
  for	
  mass	
  balance	
  

on	
  Cu	
  sand,	
  as	
  well	
  as	
  water	
  used	
  by	
  the	
  plants	
  (Fig.	
  0-­‐2.).	
  20	
  g	
  of	
  wet	
  sand	
  will	
  be	
  

dried	
  at	
  80°C	
  overnight,	
  compared	
  to	
  the	
  original	
  volume	
  of	
  water	
  added	
  at	
  the	
  start	
  

of	
  the	
  experiment,	
  and	
  water	
  loss	
  calculated	
  on	
  a	
  per	
  plant	
  basis.	
  	
  

For	
  total	
  Cu	
  mass	
  balance,	
  sand	
  from	
  the	
  experimental	
  Magenta	
  boxes	
  will	
  be	
  

thoroughly	
  mixed,	
  a	
  0.5	
  g	
  sample	
  taken	
  and	
  digested	
  with	
  Trace	
  Metal	
  Grade	
  Nitric	
  

Acid	
  and	
  hydrogen	
  peroxide	
  using	
  a	
  hotblock	
  (Environmental	
  Express,	
  Model	
  

SC154,	
  Charleston	
  SC,	
  USA)	
  from	
  Method	
  3050	
  EPA	
  (USEPA	
  1996)	
  and	
  analyzed	
  

using	
  ICP-­‐MS.	
  A	
  summation	
  of	
  total	
  Cu	
  in	
  solution,	
  plant	
  tissue	
  and	
  sand	
  will	
  provide	
  

a	
  basis	
  for	
  the	
  mass	
  balance	
  calculation.	
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Appendix	
  E:	
  Data	
  in	
  box	
  plots	
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Fig.	
  0-­‐4.	
  Box	
  plots	
  of	
  datasets	
  for	
  Cu<10,	
  DOC,	
  malate,	
  citrate,	
  and	
  gluconate	
  across	
  all	
  
studies,	
  grouped	
  by	
  Experiment	
  (10,	
  11,	
  12	
  in	
  chronological	
  order)	
  and	
  CuO	
  NP	
  dose	
  
(0,	
  30,	
  100,	
  300)	
  undertaken	
  in	
  R	
  Studio	
  0.99.489	
  (R	
  Core	
  Team	
  2013).	
  Used	
  to	
  
assess	
  data	
  spread.	
  

	
  

	
  

Fig.	
  0.5.	
  Box	
  plot	
  of	
  Sugars	
  (mg/L)	
  in	
  planted	
  samples	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses.	
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Fig.	
  0-­‐6.	
  Proteins	
  (mg/L)	
  in	
  planted	
  samples	
  across	
  CuO	
  NP	
  doses.	
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Appendix	
  F:	
  Full	
  replication	
  of	
  DOC,	
  and	
  Cu	
  dissolution	
  below	
  10	
  nm	
  (Cu<10)	
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   A	
  randomized	
  blocked	
  design	
  over	
  several	
  months,	
  involving	
  three	
  different	
  

experiments	
  at	
  0,	
  30,	
  100	
  and	
  300	
  mg	
  Cu/kg	
  dry	
  sand	
  as	
  CuO	
  NPs	
  provided	
  an	
  

indication	
  of	
  biological	
  reproducibility.	
  This	
  investigation	
  did	
  not	
  involve	
  size	
  

exclusion	
  apart	
  from	
  centrifugation	
  (M<10).	
  	
  

	
   In	
  unplanted	
  treatments,	
  the	
  concentration	
  of	
  soluble	
  Cu	
  (Cu	
  measured	
  by	
  

ultracentrifugation	
  or	
  Cu<10)	
  was	
  <	
  0.8	
  µg/L,	
  3	
  ±	
  2	
  µg/L	
  (average	
  ±SD),	
  8	
  ±	
  6	
  µg/L,	
  

and	
  171	
  ±	
  172	
  µg/L	
  with	
  addition	
  of	
  0,	
  30	
  and	
  100,	
  300	
  mg/kg,	
  respectively.	
  There	
  

was	
  some	
  experimental	
  variability	
  between	
  studies.	
  	
  

The	
  concentration	
  of	
  soluble	
  Cu	
  was	
  higher	
  by	
  50	
  to	
  100	
  times	
  in	
  planted	
  

compared	
  to	
  their	
  respective	
  unplanted	
  treatment,	
  confirming	
  exposure	
  of	
  CuO	
  NPs	
  

to	
  the	
  wheat	
  plant	
  exudates	
  drove	
  solubility.	
  In	
  planted	
  systems	
  Cu	
  solubility	
  

increased	
  with	
  CuO	
  NP	
  dose	
  (Fig.	
  0-­‐	
  a).	
  As	
  before,	
  soluble	
  Cu	
  represented	
  <	
  1%	
  of	
  

the	
  CuO	
  NPs	
  added,	
  so	
  that	
  most	
  Cu	
  remained	
  associated	
  with	
  the	
  solids.	
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Fig.	
  0-­‐7.	
  Copper	
  in	
  solution	
  for	
  the	
  planted	
  system	
  measured	
  via	
  
microcentrifugation	
  (Cu<10)	
  (n	
  =	
  9)	
  (a).	
  Unplanted	
  samples	
  (not	
  shown)	
  were	
  below	
  
detection	
  limit	
  (0.8	
  µg/L)	
  for	
  the	
  0	
  mg/kg	
  treatment,	
  3	
  ±	
  2	
  µg/L	
  for	
  30	
  mg	
  Cu/kg	
  
and	
  8	
  ±	
  6	
  µg/L	
  for	
  100	
  mg	
  Cu/kg	
  and	
  171	
  ±	
  172	
  	
  µg/L	
  with	
  addition	
  of	
  300	
  mg/kg.	
  
Dissolved	
  organic	
  carbon	
  (DOC)	
  in	
  the	
  planted	
  systems	
  filtered	
  through	
  0.2	
  μm	
  (mg	
  
C/L)	
  (n	
  =	
  9)	
  (b).	
  Unplanted	
  DOC	
  (not	
  shown)	
  was	
  not	
  above	
  background	
  sand	
  (<	
  5	
  
mg/L),	
  showing	
  that	
  DOC	
  was	
  biologically	
  derived.	
  Columns	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  
are	
  not	
  significantly	
  different	
  (α=0.05)	
  by	
  Tukey’s	
  HSD	
  after	
  log	
  transformation.	
  
Error	
  bars	
  indicate	
  standard	
  deviation.	
  	
  

	
  
Planted	
  treatments	
  had	
  significantly	
  higher	
  DOC	
  compared	
  to	
  all	
  unplanted	
  

treatments	
  which	
  were	
  at	
  background	
  DOC	
  (<	
  5	
  mg/L),	
  confirming	
  that	
  organic	
  

carbon	
  was	
  from	
  the	
  plants	
  including	
  root	
  exudates	
  (Anjum	
  et	
  al.	
  2015	
  a;	
  Dakora	
  

and	
  Phillips	
  2002).	
  Furthermore,	
  DOC	
  increased	
  with	
  CuO	
  NP	
  dose	
  in	
  planted	
  

samples	
  (Fig.	
  0-­‐	
  b).	
  	
  

pH	
  is	
  often	
  the	
  principal	
  driving	
  force	
  controlling	
  solubility.	
  pH	
  however	
  was	
  

not	
  statistically	
  different	
  across	
  treatments	
  (α	
  =	
  0.05)	
  comparing	
  planted	
  and	
  

unplanted	
  treatments	
  (average	
  6.87	
  ±	
  0.68	
  SD).	
  	
  

Again,	
  in	
  planted	
  samples,	
  the	
  majority	
  of	
  DOC	
  was	
  comprised	
  of	
  sugars	
  (Fig.	
  

0-­‐8	
  a),	
  contributing	
  70%	
  ±	
  33%	
  of	
  the	
  DOC	
  and	
  proteins	
  (18%	
  ±	
  13%	
  of	
  DOC)	
  (Fig.	
  

0-­‐8	
  b).	
  Both	
  sugars	
  and	
  proteins	
  increased	
  with	
  dose	
  of	
  CuO	
  NPs.	
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Fig.	
  0-­‐8.	
  Sugars	
  (a)	
  (mg/L)	
  and	
  proteins	
  (b)	
  (mg/L)	
  from	
  the	
  sand	
  solution	
  in	
  
planted	
  samples	
  (n	
  =	
  9).	
  Columns	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  are	
  not	
  significantly	
  
different	
  (α=0.05)	
  by	
  Tukey’s	
  HSD	
  after	
  log	
  transformation.	
  Error	
  bars	
  indicate	
  
standard	
  deviation.	
  	
  

	
  
DMA	
  dose	
  dependently	
  increased	
  with	
  CuO	
  NP	
  dose	
  (Fig.	
  0-­‐	
  a).	
  LMWOAs	
  

comprised	
  7%	
  ±	
  3%	
  of	
  the	
  DOC	
  overall.	
  Gluconate,	
  malate	
  and	
  citrate	
  were	
  dose	
  

dependently	
  higher	
  at	
  each	
  NP	
  dose	
  compared	
  to	
  the	
  control	
  (Fig.	
  0-­‐	
  b	
  -­‐	
  d).	
  	
  

Amino	
  acids	
  were	
  found	
  in	
  the	
  solution	
  extracted	
  around	
  the	
  wheat	
  roots	
  

contributing	
  only	
  0.4	
  ±	
  0.2	
  %	
  to	
  DOC.	
  A	
  trend	
  of	
  higher	
  exudation	
  of	
  amino	
  acids	
  at	
  

300	
  mg	
  Cu/kg	
  CuO	
  NP	
  was	
  evident,	
  particularly	
  valine	
  and	
  serine.	
  Of	
  the	
  most	
  

prevalent	
  amino	
  acids,	
  arginine	
  had	
  a	
  mean	
  concentration	
  across	
  all	
  NP	
  doses	
  of	
  0.7	
  

mg/L,	
  leucine	
  0.8	
  mg/L,	
  phenylalanine	
  0.6	
  mg/L,	
  proline	
  0.6	
  mg/L,	
  serine	
  0.8	
  mg/L	
  

and	
  valine	
  0.9	
  mg/L.	
  The	
  concentration	
  of	
  citrate	
  was	
  over	
  20	
  times	
  higher	
  than	
  the	
  

highest	
  amino	
  acid	
  (Fig.	
  0-­‐	
  d).	
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Fig.	
  0-­‐9.	
  Phytosiderophore	
  DMA	
  (a),	
  LMWOAs	
  gluconate	
  (b),	
  citrate	
  (c),	
  and	
  malate	
  
(d)	
  (mg/L)	
  concentrations	
  in	
  sand	
  solution	
  at	
  different	
  CuO	
  NP	
  doses	
  (mg/kg)	
  
(n=9).	
  Columns	
  with	
  the	
  same	
  letters	
  are	
  not	
  significantly	
  different	
  (α=0.05)	
  by	
  
Tukey’s	
  HSD	
  after	
  log	
  transformation.	
  Error	
  bars	
  represent	
  standard	
  deviation.	
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Appendix	
  G:	
  Derivation	
  of	
  Cu	
  and	
  Fe	
  DMA	
  stability	
  constants	
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By	
  Joshua	
  Hortin	
  (used	
  with	
  permission)	
  
	
  
Problem	
  introduction	
  
	
  

2’-­‐deoxymugineic	
  acid	
  (DMA;	
  Fig.	
  1)	
  is	
  an	
  iron	
  chelator	
  related	
  to	
  mugineic	
  

acid	
  (MA)	
  produced	
  by	
  graminaceous	
  plants,	
  especially	
  in	
  iron	
  deficient	
  

environments,	
  to	
  enhance	
  the	
  dissolution	
  of	
  iron	
  for	
  plant	
  uptake.	
  We	
  wish	
  to	
  use	
  

geochemical	
  speciation	
  modeling	
  to	
  understand	
  how	
  copper	
  and	
  iron	
  ions	
  compete	
  

for	
  binding	
  with	
  DMA.	
  The	
  challenge	
  is	
  that	
  deprotonated	
  DMA	
  exists	
  as	
  DMA3-­‐,	
  yet	
  

when	
  DMA	
  binds	
  to	
  trivalent	
  ions	
  (such	
  as	
  Fe(III)),	
  it	
  can	
  lose	
  an	
  additional	
  proton	
  

from	
  its	
  alcoholic	
  group	
  (Fig.	
  1).	
  Most	
  geochemical	
  models	
  begins	
  with	
  the	
  fully	
  

deprotonated	
  anion	
  and	
  build	
  complexes	
  from	
  there;	
  so	
  should	
  the	
  model	
  use	
  DMA3-­‐	
  

or	
  DMA4-­‐?	
  Most	
  metal	
  binding	
  constants	
  are	
  for	
  the	
  general	
  equation	
  metal	
  +	
  DMA3-­‐	
  

↔	
  metal-­‐DMA,	
  which	
  presents	
  a	
  problem	
  if DMA4-­‐	
  is	
  used.	
  In	
  this	
  paper,	
  two	
  

approaches	
  to	
  modeling	
  DMA	
  and	
  metal	
  complexation	
  are	
  made	
  after	
  a	
  discussion	
  of	
  

DMA	
  pKa	
  values:	
  1)	
  Using	
  DMA4-­‐	
  in	
  the	
  model	
  as	
  the	
  base	
  anion	
  modeling	
  metal	
  

complexation	
  as	
  metal	
  +	
  protons	
  +	
  DMA4-­‐,	
  and	
  2)	
  using	
  DMA3-­‐	
  in	
  the	
  model	
  as	
  the	
  

base	
  anion	
  and	
  modeling	
  Fe	
  complexation	
  as	
  metal	
  +	
  hydroxide	
  +	
  DMA3-­‐.	
  

	
  

	
  
Fig.	
  1.	
  2’-­‐deoxymugineic	
  acid	
  structure	
  and	
  assignment	
  of	
  pKa	
  values;	
  R	
  =	
  CH2	
  (von	
  
Wiren	
  et	
  al.	
  2000).	
  pKa6	
  added	
  as	
  noted	
  in	
  Hider	
  et	
  al.	
  (2004).	
  

pKa6	
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pKa	
  values	
  for	
  DMA	
  
	
  

DMA	
  technically	
  has	
  6	
  possible	
  pKa	
  values	
  (Fig.	
  1),	
  but	
  only	
  four	
  to	
  five	
  pKa	
  

values	
  are	
  within	
  the	
  typical	
  pH	
  scale.	
  The	
  third,	
  fourth,	
  and	
  fifth	
  pKa	
  values	
  

(assigned	
  to	
  a	
  carboxylic	
  group	
  and	
  the	
  two	
  nitrogen-­‐containing	
  groups)	
  are	
  easily	
  

measurable,	
  while	
  the	
  remaining	
  pKa	
  values	
  are	
  more	
  challenging	
  to	
  measure.	
  The	
  

second	
  pKa	
  value	
  has	
  been	
  measured	
  (Hider	
  et	
  al.	
  2004)	
  but	
  the	
  first	
  pKa	
  value	
  could	
  

not	
  be	
  measured	
  because	
  the	
  value	
  was	
  too	
  low.	
  The	
  sixth	
  pKa	
  value	
  has	
  only	
  been	
  

estimated	
  by	
  the	
  Taft	
  equation	
  (Murakami	
  et	
  al.	
  1989)	
  because	
  it	
  exists	
  outside	
  the	
  

realm	
  of	
  the	
  typical	
  pH	
  scale	
  (i.e.,	
  DMA	
  will	
  never	
  exist	
  as	
  DMA4-­‐	
  within	
  the	
  typical	
  

pH	
  scale).	
  Measured	
  and/or	
  estimated	
  pKa	
  values	
  are	
  scanty	
  and	
  not	
  in	
  good	
  

agreement	
  across	
  the	
  literature	
  (Table	
  1).	
  pKa1	
  and	
  pKa6	
  cannot	
  be	
  measured	
  

directly	
  and	
  so	
  estimates	
  must	
  instead	
  be	
  relied	
  upon.	
  pKa2	
  and	
  pKa5	
  show	
  decent	
  

agreement	
  within	
  the	
  literature	
  and	
  pKa4	
  shows	
  poor	
  agreement	
  within	
  the	
  

literature,	
  while	
  pKa3	
  shows	
  excellent	
  agreement	
  within	
  the	
  literature.	
  

	
  
	
  

Table	
  1.	
  Measured	
  and/or	
  estimated	
  (in	
  parentheses)	
  pKa	
  values	
  for	
  DMA	
  from	
  
literature.	
  Blank	
  =	
  not	
  measured/estimated.	
  pKa	
  values	
  given	
  for	
  the	
  relative	
  general	
  
reaction	
  H+	
  +	
  L	
  ↔	
  HL.	
  

pKa	
   Murakami	
  et	
  
al.	
  (1989)	
  

von	
  Wiren	
  et	
  
al.	
  (1999)	
  

von	
  Wiren	
  et	
  
al.	
  (2000)	
  

Hider	
  et	
  al.	
  
(2004)	
  

Average	
  

1	
   	
   	
   (2.35)	
   (<1.5)	
   1.93	
  
2	
   	
   2.72	
   (2.74)	
   1.94	
   2.47	
  
3	
   3.193	
   3.40	
   	
   3.42	
   3.34	
  
4	
   8.25	
   7.78	
   	
   9.12	
   8.38	
  
5	
   10.00	
   9.55	
   	
   9.66	
   9.74	
  
6	
   (17.1)	
   	
   	
   	
   17.1	
  

Method	
  of	
   potentiometr potentiomet analogous	
   potentiome average	
  of	
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determina

tion	
  
ic	
  titration	
   ric	
  titration	
   studies	
  with	
  

MA	
  
tric	
  

titration	
  
all	
  values	
  
given	
  

	
  
	
   The	
  best	
  approaches	
  to	
  model	
  DMA	
  seem	
  to	
  be	
  using	
  an	
  average	
  of	
  measured	
  

and	
  estimated	
  values,	
  or	
  using	
  those	
  of	
  von	
  Wiren	
  et	
  al.	
  (1999)	
  which	
  are	
  in	
  decent	
  

agreement	
  with	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989)	
  while	
  being	
  more	
  recent.	
  The	
  values	
  of	
  

Hider	
  et	
  al.	
  (2004)	
  were	
  measured	
  in	
  response	
  to	
  criticism,	
  and	
  might	
  be	
  avoided	
  

because	
  of	
  poor	
  agreement	
  with	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989)	
  and	
  potential	
  bias	
  in	
  the	
  

response.	
  For	
  the	
  model,	
  we	
  select	
  the	
  values	
  of	
  von	
  Wiren	
  et	
  al.	
  (1999)	
  for	
  pKa2-­‐5,	
  

the	
  value	
  of	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989)	
  for	
  pKa6	
  and	
  the	
  average	
  of	
  1.93	
  for	
  pKa1.	
  

	
  

Approach	
  1:	
  Using	
  DMA4-­‐	
  as	
  the	
  base	
  anion	
  
	
  
	
   To	
  input	
  the	
  pKa	
  values	
  into	
  MINTEQ	
  v3.1	
  (Gustaffson	
  2013),	
  the	
  equations	
  

must	
  be	
  rewritten	
  in	
  summation	
  form	
  (Equations	
  1,	
  3-­‐7),	
  with	
  DMA	
  fully	
  

deprotonated	
  (DMA4-­‐)	
  to	
  begin	
  with.	
  An	
  example	
  is	
  shown	
  in	
  Equations	
  1-­‐3,	
  and	
  the	
  

process	
  is	
  repeated	
  to	
  generate	
  Equations	
  4-­‐7.	
  

	
  

𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
(𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

17.1	
  
Equation	
  1	
  

𝐻! + (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!
  
  (2𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

9.55	
  
Equation	
  2	
  

2𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (2𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

26.65	
  
Equation	
  3	
  

	
   	
  
Equations	
  1	
  and	
  2	
  are	
  added,	
  so	
  that	
  (H-­‐DMA)3-­‐	
  cancels	
  on	
  both	
  sides	
  and	
  we	
  

are	
  left	
  with	
  the	
  overall	
  equation	
  (Equation	
  3)	
  utilizing	
  DMA4-­‐.	
  The	
  K	
  values	
  of	
  

Equations	
  1	
  and	
  2	
  are	
  multiplied,	
  and	
  the	
  overall	
  log	
  K	
  value	
  of	
  Equation	
  3	
  is	
  26.65.	
  



	
  

	
  

140	
  
The	
  final	
  values	
  of	
  the	
  protonation	
  constants	
  entered	
  into	
  MINTEQ	
  are	
  displayed	
  

in	
  Equations	
  1	
  and	
  3-­‐7.	
  

𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

17.1	
  
Equation	
  1	
  

2𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (2𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

26.65	
  
Equation	
  3	
  

3𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (3𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

34.43	
  
Equation	
  4	
  

4𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (4𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

37.83	
  
Equation	
  5	
  

5𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (5𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

40.3	
  
Equation	
  6	
  

6𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (6𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

42.23	
  
Equation	
  7	
  

	
   	
  

Next,	
  appropriate	
  values	
  for	
  the	
  equilibrium	
  constants	
  of	
  Cu(II)	
  and	
  Fe(III)	
  

with	
  DMA	
  must	
  be	
  found.	
  The	
  notations	
  of	
  metal	
  and	
  ligand	
  equilibrium	
  constants	
  

are	
  frequently	
  given	
  in	
  the	
  literature	
  as	
  Kpqr,	
  where	
  p	
  =	
  number	
  of	
  metal	
  ions,	
  q	
  =	
  

number	
  of	
  ligands,	
  and	
  r	
  =	
  number	
  of	
  protons	
  (or	
  hydroxides	
  if	
  negative),	
  and	
  this	
  

notation	
  will	
  be	
  used	
  here.	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989)	
  found	
  only	
  one	
  complex	
  of	
  Cu(II)	
  

and	
  DMA3-­‐,	
  and	
  two	
  complexes	
  for	
  Fe(III)	
  and	
  DMA3-­‐.	
  For	
  Cu(II),	
  there	
  is	
  a	
  1:1:0	
  

metal:ligand:proton	
  ratio	
  with	
  log	
  K110	
  =	
  18.7.	
  For	
  Fe(III),	
  there	
  is	
  a	
  1:1:0	
  

metal:ligand:proton	
  complex	
  with	
  log	
  K110	
  =	
  18.38	
  and	
  a	
  1:1:-­‐1	
  metal:ligand:proton	
  

complex	
  with	
  log	
  K11-­‐1	
  =	
  16.25,	
  indicating	
  that	
  in	
  an	
  iron-­‐DMA	
  complex,	
  an	
  

additional	
  proton	
  may	
  be	
  lost	
  (pKa6).	
  	
  

Murakami	
  et	
  al.	
  (1989)	
  wrote	
  these	
  reactions	
  where	
  the	
  ligand	
  was	
  DMA3-­‐	
  

instead	
  of	
  DMA4-­‐,	
  meaning	
  that	
  the	
  value	
  of	
  the	
  first	
  protonation	
  of	
  DMA	
  was	
  

implicitly	
  included	
  in	
  these	
  reactions.	
  To	
  convert	
  the	
  reactions	
  to	
  using	
  DMA4-­‐,	
  the	
  

proton	
  value	
  for	
  each	
  equilibrium	
  constant	
  would	
  actually	
  increase	
  by	
  one	
  (i.e.,	
  K111	
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instead	
  of	
  K110	
  for	
  the	
  1:1	
  complex	
  of	
  Cu(II)	
  and	
  Fe(III)	
  with	
  DMA,	
  and	
  K110	
  for	
  

the	
  1:1:-­‐1	
  complex	
  of	
  Fe(III)	
  with	
  DMA)).	
  To	
  correct	
  this	
  form	
  for	
  MINTEQ,	
  the	
  first	
  

protonation	
  of	
  DMA	
  must	
  be	
  included	
  in	
  these	
  reactions	
  (Equations	
  1,	
  8-­‐9).	
  

	
  

𝐶𝑢!! +   (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!

  
  (𝐶𝑢 − 𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
  

log	
  K	
  =	
  
18.7	
  

Equation	
  8	
  

𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

17.1	
  
Equation	
  1	
  

𝐶𝑢!! +   𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!

  
  (𝐶𝑢 − 𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
  

log	
  K	
  =	
  
35.8	
  

Equation	
  9	
  

	
   	
  

By	
  adding	
  Equations	
  1	
  and	
  8,	
  the	
  complex	
  (H-­‐DMA)3-­‐	
  cancels	
  on	
  both	
  sides	
  

and	
  we	
  are	
  left	
  with	
  the	
  overall	
  equation	
  (Equation	
  9)	
  utilizing	
  DMA4-­‐.	
  The	
  K	
  values	
  

of	
  Equations	
  1	
  and	
  7	
  are	
  multiplied,	
  and	
  the	
  overall	
  log	
  K	
  value	
  of	
  Equation	
  9	
  is	
  35.8.	
  

This	
  is	
  the	
  value	
  for	
  the	
  aqueous	
  specie	
  Cu2+-­‐DMA4-­‐-­‐H+	
  entered	
  into	
  MINTEQ.	
  

A	
  similar	
  process	
  may	
  be	
  followed	
  for	
  Fe(III)	
  in	
  the	
  1:1:1	
  complex	
  (Equations	
  

1,	
  10,	
  12)	
  and	
  the	
  1:1:0	
  complex	
  (Equations	
  1,	
  11,	
  13).	
  These	
  two	
  complexes	
  are	
  

originally	
  notated	
  as	
  1:1:0	
  and	
  1:1:-­‐1	
  in	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989).	
  

	
  

𝐹𝑒!! +   (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!
  
  (𝐹𝑒 − 𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

18.38	
  
Equation	
  10	
  

𝐹𝑒!! +   (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!! −   𝐻!

  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴 − 𝐻!!)!	
  

log	
  K	
  =	
  
16.25	
  

Equation	
  11	
  

𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

17.1	
  
Equation	
  1	
  

𝐹𝑒!! +   𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐹𝑒 − 𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

35.48	
  
Equation	
  12	
  

𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

33.35	
  
Equation	
  13	
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By	
  adding	
  Equations	
  1	
  and	
  10,	
  (H-­‐DMA)3-­‐	
  cancels	
  on	
  both	
  sides	
  and	
  we	
  

are	
  left	
  with	
  the	
  overall	
  equation	
  (Equation	
  12)	
  utilizing	
  DMA4-­‐.	
  The	
  K	
  values	
  of	
  

Equations	
  1	
  and	
  9	
  are	
  multiplied,	
  and	
  the	
  overall	
  log	
  K	
  value	
  of	
  Equation	
  12	
  is	
  35.48.	
  

By	
  adding	
  equations	
  1	
  and	
  11,	
  H+	
  and	
  (H-­‐DMA)3-­‐	
  cancel	
  on	
  both	
  sides	
  and	
  we	
  are	
  left	
  

with	
  the	
  overall	
  equation	
  (Equation	
  13)	
  utilizing	
  DMA4-­‐.	
  The	
  K	
  values	
  of	
  Equations	
  1	
  

and	
  10	
  are	
  multiplied,	
  and	
  the	
  overall	
  log	
  K	
  value	
  of	
  Equation	
  13	
  is	
  33.35.	
  The	
  K	
  

values	
  derived	
  from	
  Equations	
  12	
  and	
  13	
  are	
  the	
  values	
  entered	
  into	
  MINTEQ	
  for	
  

the	
  aqueous	
  species	
  Fe3+-­‐DMA4-­‐-­‐H+	
  and	
  Fe3+-­‐DMA4-­‐,	
  respectively.	
  

By	
  direct	
  comparison	
  of	
  the	
  equilibrium	
  constants	
  of	
  iron	
  and	
  copper	
  with	
  

DMA	
  (Equations	
  9,	
  12,	
  and	
  13),	
  copper	
  seems	
  to	
  bind	
  more	
  strongly	
  to	
  

deoxymugineic	
  acids	
  than	
  Fe(III),	
  an	
  observation	
  supported	
  by	
  (Sugiura	
  et	
  al.	
  1981).	
  

Other	
  authors	
  have	
  reported	
  stability	
  constants	
  for	
  Fe(III)	
  and	
  DMA	
  (Table	
  

2).	
  Again,	
  like	
  the	
  case	
  for	
  the	
  pKa	
  values,	
  the	
  constants	
  of	
  Hider	
  et	
  al.	
  (2004)	
  seem	
  

to	
  be	
  incorrect,	
  compared	
  to	
  their	
  previous	
  work	
  (von	
  Wiren	
  et	
  al.	
  1999)	
  and	
  the	
  

work	
  of	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989),	
  so	
  the	
  constants	
  of	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989)	
  are	
  used	
  

in	
  the	
  model.	
  

	
  
	
  

Table	
  2.	
  Literature	
  stability	
  constants	
  for	
  the	
  Fe(III)-­‐DMA	
  system,	
  after	
  correction	
  
for	
  conversion	
  of	
  DMA3-­‐	
  to	
  DMA4-­‐.	
  

Complex,	
  
where	
  p	
  =	
  
Fe(III),	
  q	
  =	
  
DMA4-­‐,	
  r	
  =	
  

H+	
  

Murakami	
  et	
  al.	
  
(1989)	
  

von	
  Wiren	
  et	
  al.	
  
(1999)	
  

Hider	
  et	
  al.	
  
(2004)	
  

1:1:0	
   33.35	
   	
   35.34	
  
1:1:1	
   35.48	
   35.2	
   41.96	
  

Method	
  of	
   potentiometric	
   spectrophotometric	
   potentiometric	
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determinat

ion	
  
titration,	
  1:1	
  molar	
  
metal:ligand	
  ratio	
  

competition,	
  1:10	
  
metal:ligand	
  ratio	
  

titration,	
  poorly	
  
documented	
  

	
  
	
   	
  

The	
  speciation	
  of	
  DMA4-­‐	
  is	
  shown	
  in	
  Fig.	
  2.	
  DMA4-­‐	
  (010)	
  does	
  not	
  occur	
  within	
  

the	
  normal	
  pH	
  range	
  (0-­‐14).	
  The	
  approximate	
  pKa	
  values	
  (the	
  point	
  where	
  one	
  

species	
  is	
  50%	
  converted	
  to	
  a	
  neighboring	
  species)	
  align	
  with	
  those	
  given	
  in	
  Table	
  1.	
  

	
  

	
  
Fig.	
  2.	
  Speciation	
  of	
  DMA4-­‐	
  with	
  H+	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH.	
  pqr	
  notation	
  is	
  
metal:ligand:proton	
  ratio.	
  

	
  
	
   	
  

The	
  speciation	
  of	
  Fe3+	
  with	
  DMA4-­‐	
  is	
  shown	
  in	
  Fig.	
  3,	
  compared	
  with	
  the	
  

same	
  Fig.	
  from	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989).	
  It	
  is	
  not	
  a	
  very	
  close	
  match,	
  but	
  the	
  two	
  

models	
  do	
  agree	
  that	
  the	
  fully-­‐deprotonated	
  species	
  (110)	
  dominates	
  after	
  pH	
  4.	
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Fig.	
  3.	
  Left,	
  Fe3+	
  speciation	
  with	
  DMA4-­‐	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH;	
  right,	
  Fe3+	
  speciation	
  
with	
  DMA4-­‐	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH	
  as	
  calculated	
  by	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989).	
  Both	
  models	
  
were	
  calculated	
  under	
  the	
  conditions	
  of	
  25	
  °C,	
  0.1	
  M	
  ionic	
  strength,	
  and	
  a	
  1:1	
  
metal:ligand	
  ratio.	
  pqr	
  notation	
  is	
  metal:ligand:proton	
  ratio.	
  

	
  
	
   Finally,	
  the	
  competition	
  of	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  for	
  DMA4-­‐	
  is	
  shown	
  in	
  Fig.	
  4.	
  The	
  

copper-­‐DMA	
  complex	
  dominates	
  speciation	
  across	
  the	
  pH	
  range	
  of	
  3-­‐12.	
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Fig.	
  4.	
  DMA4-­‐	
  speciation	
  with	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH.	
  Model	
  was	
  
calculated	
  under	
  the	
  conditions	
  of	
  25	
  °C,	
  0.1	
  M	
  ionic	
  strength,	
  and	
  a	
  1:1:1	
  
Cu:Fe:ligand	
  ratio.	
  pqr	
  notation	
  is	
  metal:ligand:proton	
  ratio.	
  

	
  
	
  
Approach	
  2:	
  Using	
  DMA3-­‐	
  as	
  the	
  base	
  anion	
  
	
   	
  

When	
  using	
  DMA3-­‐	
  as	
  the	
  base	
  anion,	
  pKa6	
  is	
  no	
  longer	
  necessary.	
  The	
  new	
  

protonation	
  stability	
  constants	
  become	
  those	
  shown	
  in	
  Equations	
  14-­‐18,	
  which	
  are	
  

entered	
  into	
  MINTEQ.	
  

	
  

𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

9.55	
  
Equation	
  14	
  

2𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (2𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

17.33	
  
Equation	
  15	
  

3𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (3𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

20.73	
  
Equation	
  16	
  

4𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (4𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

23.45	
  
Equation	
  17	
  

5𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (5𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  

25.38	
  
Equation	
  18	
  

	
   	
  

The	
  equations	
  for	
  Cu(II)	
  and	
  Fe(III)	
  complexes	
  with	
  DMA3-­‐	
  can	
  now	
  be	
  used	
  

as	
  written	
  by	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989),	
  with	
  a	
  small	
  change	
  to	
  Equation	
  11	
  (shown	
  as	
  

Equation	
  11a).	
  This	
  change	
  can	
  be	
  made	
  without	
  change	
  to	
  the	
  log	
  K	
  value	
  because	
  

Fe-­‐DMA-­‐H-­‐1	
  is	
  “stoichiometrically	
  indistinguishable	
  from	
  [Fe-­‐DMA-­‐OH],	
  the	
  

representation	
  used	
  in	
  most	
  models”	
  (Reichman	
  and	
  Parker	
  2002).	
  

	
  

𝐶𝑢!! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐶𝑢 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

18.7	
  
Equation	
  8	
  

𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  

18.38	
  
Equation	
  10	
  



	
  

	
  

146	
  
𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴!! −   𝐻!

  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴 − 𝐻!!)!	
  

log	
  K	
  =	
  
16.25	
  

Equation	
  11	
  

𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴!! +   𝑂𝐻!

  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴 − 𝑂𝐻)!	
  

log	
  K	
  =	
  
16.25	
  

Equation	
  11a	
  
	
  

	
  
	
   	
  

The	
  speciation	
  of	
  DMA4-­‐	
  is	
  shown	
  in	
  Fig.	
  5.	
  The	
  approximate	
  pKa	
  values	
  (the	
  

point	
  where	
  one	
  species	
  is	
  50%	
  converted	
  to	
  a	
  neighboring	
  species)	
  align	
  with	
  those	
  

given	
  in	
  Table	
  1.	
  

	
  

	
  
Fig.	
  5.	
  Speciation	
  of	
  DMA3-­‐	
  with	
  protons	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH.	
  pqr	
  notation	
  is	
  
metal:ligand:proton	
  ratio.	
  

	
  
	
  

The	
  speciation	
  of	
  Fe3+	
  with	
  DMA3-­‐	
  is	
  shown	
  in	
  Fig.	
  6,	
  compared	
  with	
  the	
  same	
  

Fig.	
  from	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989).	
  It	
  is	
  not	
  a	
  very	
  close	
  match,	
  but	
  the	
  two	
  models	
  do	
  

agree	
  that	
  the	
  fully-­‐deprotonated	
  species	
  (110)	
  dominates	
  after	
  pH	
  4.	
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Fig.	
  6.	
  Left,	
  Fe3+	
  speciation	
  with	
  DMA3-­‐	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH;	
  right,	
  Fe3+	
  speciation	
  
with	
  DMA3-­‐	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH	
  as	
  calculated	
  by	
  Murakami	
  et	
  al.	
  (1989).	
  Both	
  models	
  
were	
  calculated	
  under	
  the	
  conditions	
  of	
  25	
  °C,	
  0.1	
  M	
  ionic	
  strength,	
  and	
  a	
  1:1	
  
metal:ligand	
  ratio.	
  pqr	
  notation	
  is	
  metal:ligand:proton	
  ratio.	
  

	
  
	
  

Finally,	
  the	
  competition	
  of	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  for	
  DMA3-­‐	
  is	
  shown	
  in	
  Fig.	
  7.	
  The	
  

copper-­‐DMA	
  complex	
  dominates	
  speciation	
  across	
  the	
  pH	
  range	
  of	
  3-­‐12.	
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Fig.	
  7.	
  DMA3-­‐	
  speciation	
  with	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH.	
  Model	
  was	
  
calculated	
  under	
  the	
  conditions	
  of	
  25	
  °C,	
  0.1	
  M	
  ionic	
  strength,	
  and	
  a	
  1:1:1	
  
Cu:Fe:ligand	
  ratio.	
  pqr	
  notation	
  is	
  metal:ligand:proton	
  ratio.	
  
	
  
	
  
Comparison	
  of	
  approaches	
  
	
  
	
   A	
  comparison	
  of	
  the	
  models	
  was	
  made	
  to	
  determine	
  if	
  one	
  method	
  of	
  

modeling	
  was	
  preferable	
  to	
  the	
  other.	
  The	
  input	
  parameters	
  are	
  given	
  in	
  Table	
  2.	
  

The	
  general	
  equations	
  are	
  given	
  in	
  Table	
  2;	
  for	
  the	
  model-­‐specific	
  equations,	
  refer	
  to	
  

the	
  individual	
  sections.	
  

	
  
Table	
  2.	
  log	
  K	
  values	
  included	
  under	
  approach	
  1	
  and	
  2	
  to	
  modeling.	
  
General	
  equation	
   Approach	
  1	
   Approach	
  2	
  
𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!

  
  (𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  17.1	
   not	
  included	
  

2𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (2𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  26.65	
   log	
  K	
  =	
  9.55	
  

3𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (3𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  34.43	
   log	
  K	
  =	
  17.33	
  

4𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (4𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  37.83	
   log	
  K	
  =	
  20.73	
  

5𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (5𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  40.3	
   log	
  K	
  =	
  23.45	
  

6𝐻! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (6𝐻 − 𝐷𝑀𝐴)!!	
   log	
  K	
  =	
  42.23	
   log	
  K	
  =	
  25.38	
  

𝐶𝑢!! +   𝐷𝑀𝐴! !!
  
  (𝐶𝑢 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  35.8	
   log	
  K	
  =	
  18.7	
  

𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴! !!
  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  35.48	
   log	
  K	
  =	
  18.38	
  

𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴!! +   𝑂𝐻!

  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴 − 𝑂𝐻)!	
  

not	
  included	
   log	
  K	
  =	
  16.25	
  

𝐹𝑒!! +   𝐷𝑀𝐴!!
  
  (𝐹𝑒 − 𝐷𝑀𝐴)!	
   log	
  K	
  =	
  33.35	
   not	
  included	
  

	
  
	
   	
  

A	
  comparison	
  of	
  DMA	
  protonation	
  was	
  made	
  across	
  the	
  two	
  models.	
  The	
  

models	
  appear	
  very	
  similar,	
  except	
  for	
  slight	
  discrepancies	
  in	
  the	
  green	
  and	
  blue	
  

species	
  (the	
  neutral	
  and	
  +1	
  charges).	
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Fig.	
  8.	
  Right,	
  speciation	
  of	
  DMA4-­‐;	
  left,	
  speciation	
  of	
  DMA3-­‐.	
  Colors	
  have	
  been	
  edited	
  
to	
  reflect	
  the	
  species	
  of	
  the	
  same	
  charge	
  (i.e.	
  011	
  of	
  DMA4-­‐	
  (orange)	
  is	
  equivalent	
  to	
  
010	
  of	
  DMA3-­‐	
  (orange)).	
  
	
  
	
   	
  

A	
  comparison	
  of	
  Fe3+	
  speciation	
  with	
  DMA	
  is	
  given	
  in	
  Fig.	
  9.	
  The	
  graphs	
  

appear	
  nearly	
  identical.	
  

	
  
Fig.	
  9.	
  Right,	
  speciation	
  of	
  Fe3+	
  with	
  DMA4-­‐;	
  left,	
  speciation	
  of	
  Fe3+	
  with	
  DMA3-­‐.	
  
Colors	
  have	
  been	
  edited	
  to	
  reflect	
  the	
  species	
  of	
  the	
  same	
  charge	
  (i.e.	
  111	
  of	
  DMA4-­‐	
  
(orange)	
  is	
  equivalent	
  to	
  110	
  of	
  DMA3-­‐	
  (orange)).	
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   A	
  comparison	
  of	
  the	
  competition	
  of	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  for	
  DMA	
  is	
  shown	
  

in	
  Fig.	
  10.	
  The	
  models	
  appear	
  virtually	
  the	
  same,	
  except	
  for	
  the	
  speciation	
  of	
  DMA	
  

with	
  protons	
  at	
  low	
  pH;	
  however	
  between	
  pH	
  5	
  and	
  10	
  copper	
  appears	
  to	
  dominate	
  

the	
  speciation	
  of	
  DMA.	
  

	
  

	
  
Fig.	
  7.	
  Left,	
  DMA4-­‐	
  speciation	
  with	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH;	
  right,	
  DMA3-­‐	
  
speciation	
  with	
  H+,	
  Cu2+,	
  and	
  Fe3+	
  as	
  a	
  function	
  of	
  pH.	
  Colors	
  have	
  been	
  edited	
  to	
  
reflect	
  the	
  species	
  of	
  the	
  same	
  charge	
  (i.e.	
  011	
  of	
  DMA4-­‐	
  (orange)	
  is	
  equivalent	
  to	
  
010	
  of	
  DMA3-­‐	
  (orange)).	
  
	
  
Conclusion	
  
	
  
	
   Besides	
  a	
  small	
  discrepancy	
  in	
  the	
  protonation	
  of	
  DMA	
  between	
  pH	
  2-­‐4,	
  both	
  

models	
  seem	
  to	
  operate	
  well	
  between	
  pH	
  5-­‐10.	
  It	
  is	
  recommended	
  to	
  use	
  Approach	
  

2	
  because	
  it	
  requires	
  less	
  overall	
  chemical	
  equation	
  conversions	
  and	
  avoids	
  using	
  

estimates	
  for	
  pKa6.	
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