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Związki cyjanogenne występujące w roślinach 

Terminu cyjanogeneza używa się do określania procesu wytwarzania cyjanowodoru 
(HCN) w warunkach fizjologicznych. Występowanie cyjanogenezy stwierdzono u około 
2650 roślin, należących do ponad 550 rodzajów i 130 rodzin. Pomimo tak szerokiego 
występowania, związki odpowiedzialne za ten proces zidentyfikowano jedynie w 475 
gatunkach [38]. Do chwili obecnej poznano około 60 związków cyjanogennych wystę- 
pujących w roślinach wyższych. Wszystkie te związki pochodzą od L-aminokwasów, 
takich jak fenyloalanina, tyrozyna, walina, izoleucyna i leucyna, jak również od niebiał- 
kowego aminokwasu (2-cyklopentenylo) glicyny i kwasu nikotynowego [6]. W roślinach 
wyższych stwierdzono kilka możliwych dróg wytwarzania HCN. Najważniejsze z nich 
zostały przedstawione na rysunku 1. 
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Niewielkie ilości cyjanowodoru mogą powstawać w roślinach podczas syntezy 
etylenu z kwasu 1-amino-cyklopropano-1-karboksylowego (ACC) [49], wskutek 
działania na aminokwasy peroksydazy z chrzanu (HRP) [34] oraz przezenzymatyczne 
utlenianie hydroksyloamin w obecności jonów manganu [21]. Główną drogą powsta- 
wania HCN w organizmach żywych jest hydroliza glukozydów cyjanogennych, 
rzadziej rozkład estrów cyjanohydryn oraz cyjanolipidów. 

Glukozydy cyjanogenne 

Glukozydy cyjanogenne są polarnymi, rozpuszczalnymi w wodzie związkami, 
akumulowanymi w wakuolach wielu komórek roślinnych. Związki te są zwykle 
O-B-glukozydami a-hydroksynitryli (cyjanohydryn), a sama glukozylacja jest uwa- 
żana za proces stabilizacji cyjanohydryn [38]. Najczęściej są to monoglukozydy, ale 
łańcuchy cukrowe w kilku przypadkach składają się z dwóch, trzech, a nawet czterech 
cząsteczek cukru. Monoglukozydy idiglukozydy występują razem u takich gatunków, 
jak len (Linum usitatissimum L.), kauczukowiec brazylijski (Hevea brasiliensis Mu- 
ell.-Arg.) i u niektórych gatunków Passiflora, natomiast di-, tri- i tetraglukozydy 
występują u niektórych gatunków z rodziny Asteraceae (Compositae) [38]. Niektóre 
z nich mogą występować dodatkowo w postaci malonianów lub pochodnych acylo- 
wych [31]. Istnieją teorie mówiące, że przyłączanie kolejnych cząsteczek cukru, 
kwasu malonowego, kawowego, kumarowego itp. jest mechanizmem zabezpieczania 
glukozydu w czasie transportu przed działaniem enzymów hydrolitycznych [39]. 
Ponieważ glukozydy zawierają oprócz optycznie aktywnych centrów należących do 
cukrów również chiralny węgiel cyjanohydryny, związki te mogą występować w 
postaci epimerów (R)- i (S)-. W komórkach roślinnych epimery te często występują 
razem w postaci mieszanin. Bardzo łatwo tworzą się także w rozcieńczonych roztwo- 
rach alkalicznych [28]. 

Glukozydy cyjanogenne są łatwo hydrolizowane przez mniej lub bardziej specy- 
liczne B-glukozydazy [35], w wyniku czego powstają cyjanohydryny i glukoza. W 
zależności od pH cyjanohydryny spontanicznie rozpadają się do HCN i związku | 
karbonylowego. Na przykład, występujące w koniczynie białej linamaryna i lotaustra- 
lina są hydrolizowane do HCN i acetonu lub metyloetyloketonu (rys. 2). 

Proces ten może być także katalizowany przez liazę hydroksynitrylową i wtedy 
w normalnych warunkach fizjologicznych HCN powstaje 20-krotnie szybciej [40]. 
Stąd obecność liazy hydroksynitrylowej w roślinach zawierających glukozydy cyja- | 
nogenne efektywnie przyspiesza i w ten sposób optymalizuje system cyjanogenny, | 
wskazując na duże biologiczne znaczenieszybkiego iskoncentrowa nego wytwarzania 
HCN. 

W literaturze niewiele jest informacji na temat B-glukozydaz w roślinach zawie- 
rających glukozydy cyjanogenne. Najlepiej poznaną jest B-glukozydaza wyizolowana |
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p-glukozydaza RC о o + glukoza   

O-glukoza 

R = CH; linamaryna liaza 
R= CH; lotaustralina hydroksynitrylowa 

R m0 + HCN 

Rysunek 2. Hydroliza enzymatyczna linamaryny i lotaustraliny [30] 

z migdałów. Jest ona dostępna w handlu i najczęściej stosowana w półilościowych 

testach oznaczania zawartości cyjanowodoru. W rzeczywistości glukozydaza ta jest 

mieszaniną B-glukozydaz i łatwo hydrolizuje amygdalinę, prunazynę i kilka innych 

glukozydów cyjanogennych, jednakże niektóre związki hydrolizuje słabo lub w ogóle 

ich nie rozkłada. Na przykład glukozydaza ta nie hydrolizuje w ogóle linamaryny, 
lotaustraliny i gynokardiny. Większość BP-glukozydaz wykazuje wysoką specyficz- 

ność substratową i stąd nazwy potoczne poszczególnych glukozydaz wywodzi się od 

nazwy substratu, np. linamaraza [35]. 

Pomimo że enzymy (P-glukozydazy i liazy hydroksynitrylowe) i substraty (glu- 
kozydy cyjanogenne) często występują razem w tym samym organie roślinnym, 

wolny HCN rzadko występuje w roślinach. Enzymy hydrolityczne i substraty są 

przestrzennie oddzielone. W niektórych wypadkach enzymy hydrolityczne znajdują 

się w jednym typie komórek, a substraty w innym. W innych rozdzielenie ma miejsce 

na poziomie komórkowym [35]. Na przykład w etiolowanych siewkach sorgo 95% 

duryny zlokalizowane jest w wakuolach komórek epidermy i, jak wykazano, synteza 
I magazynowanie tego związku odbywa się w tej samej komórce [15]. Tymczasem 

B-glukozydaza i liaza hydroksynitrylowa występują w komórkach mezofilowych. W 
momencie zmiażdżenia tkanki dochodzi do kontakt: enzymów z glukozydem i 
zachodzi cyjanogeneza. W liściach Phaseolus lunatus L. i w korzeniach manioku 

B-glukozydaza linamarynowa i odpowiednia liaza zlokalizowane są w przestrzeniach 
międzykomórkowych. 

Polimorfizm biochemiczny cyjanogenezy w koniczynie białej 

_ (Trifolium repens L.) 

W koniczynie białej cyjanogenność nie jest cechą jednorodną wszystkich osobni- 
ków określonej populacji. W obrębie gatunku obserwuje się duże, międzyosobnicze 
ér0znicowanie zawartości związków cyjanogennych. Zjawisko to, określane mianem 
polimorfizmu biochemicznego cyjanogenezy, wykryte zostało już na początku obe-
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Rysunek 3. Częstotliwość występowania cyjanogenezy w europejskich populacjach koniczy- 

ny białej [16] 
© — częstotliwość występowania cyjanogenezy 100% 

О — Мак roślin cyjanogennych 

cnego stulecia, a następnie badane w roślinach kozieradki i koniczyny biatej. Cyjano- 
genność koniczyny białej warunkują dwie niezależne pary alleli. Jeden z genów (Ac) 

warunkuje syntezę glukozydów cyjanogennych — linamaryny i lotaustraliny, drugi 

zaś (Li) biosyntezę linamarazy — enzymu hydrolizującego te glukozydy. Naturalne 

populacje koniczyny mogą zatem zawierać cztery genotypy: AcLi, Acli, acLi i acl, 

które mogą być rozróżnione fenotypowo za pomocą testów chemicznych. 

Częstotliwość występowania cyjanogenezy jest cechą charakterystyczną różnych 
populacji koniczyny białej. Badania przeprowadzone na populacjach europejskich 

wykazały, że istnieje korelacja pomiędzy częstotliwością występowania cyjanogene- 

zy a średnią temperaturą stycznia, jak pokazano na rysunku 3 [16]. 
W populacjach brytyjskich, gdzie średnia izoterma stycznia jest wyższa niż 5'C, 

częstotliwość cyjanogenezy waha się w granicach 70-90%, a niektóre populacje 
hiszpańskie i portugalskie zawierają 100% roślin cyjanogennych. Jednocześnie w 
centralnej Rosji, gdzie temperatura stycznia jest niska, populacje koniczyny białej nie 
zawierają roślin cyjanogennych. W populacjach środkowoeuropejskich, w tym w 
polskich, częstotliwość cyjanogenezy waha się w granicach 20—50%.
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Jak podają Nowacki i Blaim [32], "wszystkie polskie odmiany uprawne i dziko 
rosnące populacje zebrane na terenie Polski charakteryzują się bardzo niską częstot- 

liwością występowania form cyjanogennych i to mimo częstych krzyżowań polskich 

form z importowanymi cyjanogennymi formami z Włoch i południowej Francji. 

Mimo braku w tym kierunku selekcji w krajowych odmianach, cecha wysokiej 

zawartości glukozydów cyjanogennych ginie". 

Prawdopodobnie jedną z głównych przyczyn tej szczególnej korelacji między 

temperaturą stycznia a częstotliwością występowania cyjanogenezy jest preferencyjne 

zjadanie przez ślimaki młodych, niecyjanogennych siewek [23]. Przyczyną wysokiej 
częstotliwości występowania cyjanogenezy w populacjach brytyjskich, hiszpańskich 
czy śródziemnomorskich jest to, że naturalne szkodniki, takie jak Ślimaki, wykazują 
aktywność przez cały rok. Wiosną, kiedy koniczyna kiełkuje, młode, niecyjanogenne 
siewki są zjadane, a HCN wydzielany z siewek cyjanogennych stanowi naturalną 
barierę odstraszającą. Natomiast niską częstotliwość występowania cyjanogenezy w 
populacjach rosyjskich można tłumaczyć tym, że niskie temperatury zmuszają wię- 
kszość szkodników roślinożernych do zimowania. Ich aktywność zaczyna się dopiero 
późną wiosną, kiedy siewki koniczyny wyprodukują wystarczająco dużą masę liściową 
i nie wymagają już ochrony przed szkodnikami roślinożerny mi. 

Innym wytłumaczeniem tego zjawiska może być mniejsze znaczenie fizjologiczne 
cyjanogenezy w strefach o niskich temperaturach. System gromadzenia glukozydów 
cyjanogennych i odpowiednich enzymów staje się w tych warunkach nieprzydatny i 
niestabilny. Niskie temperatury mogą powodować uszkodzenia roślin i uwalnianie 
HCN, który staje się autotoksyną [4]. Jednakże ten wpływ niskich temperatur mógłby 
ćwolucyjnie zostać rozwiązany fenotypowo, tzn. rośliny mogłyby gromadzić mniej 
glukozydów cyjanogennych w niekorzystnych okresach sezonu wegetacyjnego. W 
rzeczywistości taki mechanizm można znaleźć w naturalnych populacjach Łotus 
corniculatus L. Również mrozoodporność była wskazywana jako cecha odpowie- 
dzialna za różnice w częstotliwości występowania cyjanogenezy w populacjach 
krajowych [32]. 

Nakłady energetyczne na biosyntezę glukozydów 
SE cyjanogennych w koniczynie białej 

Niektórzy autorzy badający procesy wtórnego metabolizmu roślinnego sugerują, 

polimorfizm biochemiczny występuje w roślinach dla utrzymania równowagi 
в nakładami energetycznymi I korzyściami, jakie roślina ponosi/uzyskuje z 

Syntaza metabolitów wtórnych. Nakłady energetyczne dotyczą wydatków energii na 
mie : metabolitów (włączając przekształcenia), gromadzenie, transport i zapobie- 
roe eeu. Nalezy się spodziewać, że te wydatki energetyczne hamują 

ój roślin, gdyż energia obok dostępności składników pokarmowych jest czynni- 

ze
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kiem limitującym wzrost roślin. Liczne badania potwierdzają, że wzrost roślin i 

procesy reprodukcji są ujemnie skorelowane z zawartością metabolitów wtórnych i z 

odpornością roślin [23], chociaż w literaturze można także znaleźć liczne doniesienia 
nie stwierdzające takich zależności [46]. Szacowanie nakładów przeprowadza się na 

podstawie wzajemnych relacji między zawartością wtórnych metabolitów a dynamiką 

wzrostu 1 produkcją nasion. Uważa się, że jeśli roślina ma niewystarczające zaopa- 

trzenie w energię lub składniki pokarmowe, wykorzystanie ich w procesach wzrosto- 

wych lub obronnych przez wytwarzanie metabolitów wtórnych stanowi problem 

optymalizacji dla samej rośliny. Można przypuszczać, że zwiększona synteza wtór- 

nych metabolitów może prowadzić do zahamowania wzrostu. Jeśli natomiast tak nie 
jest, należy się spodziewać dodatniej korelacji lub jej braku między dynamiką wzrostu 

a zawartością metabolitów wtórnych [41]. 
Nakłady energetyczne na syntezę glukozydów cyjanogennych w koniczynie białej 

były przedmiotem wielu badań. Jak wynika z danych prezentowanych w tabeli 1 

zdolność do syntezy glukozydów cyjanogennych jest skorelowana z liczbą kwiatów 

i odpornością na suszę, oraz częściowo z plonem zielonej masy i odpornością na 

zgryzanie, ale tylko w wieku młodocianym. W pozostałych wypadkach brak jest 

wyraźnej korelacji między np. zdolnością do syntezy enzymu icechami rozwojowymi 

koniczyny. Jak podaje Kakes [23] kalkulacja nakładów w odniesieniu do liczby 

kwiatów też nie jest całkowicie jasna. Koszt syntezy jednego mola linamaryny z 

waliny wynosi 2 mole ATP, 1 mol NADH2, 1 mol glukozy i 1 mol waliny. Całkowity 

nakład, włączając zużyte aminokwasy, w jednostkach ATP wynosi 109 moli lub 5476 

kJ na 1 mol (247,2 g) linamaryny. Wartości dla lotaustraliny są takie same. W 

przeliczeniu na jedną roślinę, koszt syntezy glukozydów cyjanogennych wynosił $ kl, 
natomiast nakład energetyczny na syntezę jednej główki kwiatowej wynosił 18,8 kJ/g. 

Tabela 1. Porównanie wpływu genu Ac i Li na cechy rozwojowe koniczyny białej (Trifolium 
repens L.) 

—— 
  

  

Badana cecha Gen odpo- Wpływ 

wiedzialny saa 

Liczba kwiatów [23] AC Ac < ac przy niskich temperaturach 

Liczba kwiatów [23] Ac Ac > ac w wysokich temperaturach 

Liczba kwiatów [23] AciLi AC, Li <Acli, acli 

Plon wegetatywny [23] AciLi ACLi > Acli, acLi acli w wysokich temperaturach 

Odporność na suszę [23] Ас Ac > ac 

Powierzchnia liści [12] Li Li>li 

Konkurencyjność [13] Li najwyższa w stanonowiskach mieszanych 

Wzrost młodociany [13] Li(+Ac?)  Li>li 

Wzrost korzeni [10] Li Li>li 

Odporność na zgryzanie [9] Ac + Li ACLi > Acli, acli
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Wynika z tego, że nakłady na wytworzenie kwiatów znacznie przewyższają nakłady 

na syntezę glukozydów cyjanogennych, co może sugerować, że nie istnieje żadna 

zależność pomiędzy tymi dwoma procesami. Jednakże przedstawione wydatki ener- 
getyczne nie uwzględniają transportu, zabezpieczenia przed samozatruciem, czy też 

procesów przekształceń tych związków w roślinie. 

Korzyści wynikające z syntezy glukozydów cyjanogennych 

Jakkolwiek Hruśka [19] w artykule przeglądowym krytycznie ustosunkował się 

do wielu prac donoszących o ochronnym znaczeniu glukozydów cyjanogennych w 
roślinach, to jednak wiele jest dowodów na to, że związki te są elementem systemu 
ochrony chemicznej, stosowanym przez wiele organizmów żywych [29]. W pracach 
przeprowadzonych na siewkach sorga (Sorghum bicolor Koern.) wykazano, że nie 
całkowita zawartość glukozydów cyjanogennych jest najważniejszym czynnikiem 
odporności na mszyce, lecz sprawność systemu wytwarzania HCN [20]. W skład tego 
Systemu wchodzą glukozydy cyjanogenne, aktywne P-glukozydazy i liaza hydro- 
ksynitrylowa. Organizmy, które zoptymalizowały wydajność tego systemu, z całą 
pewnością wykorzystują go jako mechanizm obronny [29]. Należy przy tym podkre- 
Ślić, że czynnikiem aktywnym tego systemu niekoniecznie musi być HCN. Inne 
związki, takie jak aldehydy lub ketony, wytwarzane w procesie cyjanogenezy mogą 
być bardziej aktywne niż HCN [33]. Wykazano, że aceton i 2-butanon, wytwarzane 
w czasie hydrolizy linamaryny i lotaustraliny są głównymi związkami odstraszający- 
mi ślimaki od żerowania na Lotus corniculatus L. i Trifolium repens L. [22]. Jedno- 
znaczne wskazanie czynnika odstraszającego lub antyżywieniowego utrudnia często 
fakt, Że istnieje ujemna korelacja pomiędzy zawartością glukozydów cyjanogennych 
I tanin, które również uważane są powszechnie za czynnik antyżywieniowy lub 
obronny [29]. 

, Obecność związków cyjanogennych może być także przyczyną wrażliwości 
rośliny na określony typ patogena. Na przykład, wysoka zawartość glukozydów 
cyJanogennych w Hevea brasilensis Muell.-Arg. (Euphorbiacae) sprawia, że rośliny 
le sq bardziej wrażliwe na Microcyclus ulei [25]. Udowodniono, że podczas inwazji 
Patogena uwalniany jest HCN, który z kolei hamuje syntezę skopoletyny — fitoale- 
ksyny wytwarzanej w roślinie [26]. Podobnie epiheterodendryna [14] — glukozyd 
“yJanogenny występujący w komórkach epidermy jęczmienia (Hordeum vulgare L.) 
Prawia, że odmiany zawierające ten związek są wrażliwe na Erysiphe graminis DC 

- Sp. hordei [36]. 
Na funkcję ochronną glukozydów cyjanogennych w koniczynie białej wskazywa- 
ku autorów [7]. Stwierdzono, że niektóre gatunki ślimaków preterowały formy 

: CyJanogenne lub niskocyjanogenne koniczyny [2]. W warunkach laboratoryjnych 
polowych stwierdzono, że cyjanogeneza była czynnikiem hamującym, ale nie 

ło k 

nie
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zapobiegającym całkowicie zerowaniu Slimak6w na koniczynie [9]. Natomiast Millar 
1in. [27] nie stwierdzili zadnych preferencji w zjadaniu roślin niecyjanogennych przez 

zwierzęta. 

Według Spencera [43] traktowanie glukozydów cyjanogennych jako związków 

ochronnych przed owadami ma ograniczoną wiarygodność jeśli rozpatrujemy je w 

układzie odizolowanym od czynników środowiska. Ekstrapolacja wyników laborato- 

ryjnych nad efektywnością glukozydów cyjanogennych jako substancji odstraszają- 

cych w warunkach polowych do dnia dzisiejszego nie uzyskała dodatkowego potwier- 

dzenia wynikami badań. Chociaż wiadomo, że glukozydy cyjanogenne są szkodliwe 

dla ludzi i zwierząt, istnieje potrzeba ponownego, opartego na bardziej precyzyjnych 
metodach określenia ich funkcji w warunkach naturalnych. 

Wpływ glukozydów cyjanogennych na zwierzęta roślinożerne 

Istnieją liczne dowody na to, że niezhydrolizowane glukozydy cyjanogenne są 

wydzielane z organizmu zwierzęcego i nie wykazują żadnej toksyczności [5]. Aby 

wystąpił efekt toksyczny glukozydy cyjanogenne muszą ulec hydrolizie, co wymaga 

obecności B-glukozydazy. Istnieją rośliny zawierające glukozydy cyjanogenne, ale 

nie zawierające tego enzymu i w takim wypadku hydroliza glukozydów cyjanogen- 
nych w przewodzie pokarmowym zwierzęcia nastąpi wtedy, gdy zwierzę lub jego 

endosymbionty wytwarzają B-glukozydazę. Dla rozróżnienia roślin, które wytwarzają 

HCN w trakcie miażdżenia od tych, które wymagają dodatkowo BP-glukozydazy 

wprowadzono odpowiednio pojęcia "rośliny cyjanoforowe" [17]i "rośliny cyjanogen- 

ne" [1]. 

Wpływ toksyczny roślin zawierających glukozydy cyjanogenne na zwierzęta 

zależy od wielu czynników, takich jak: wielkość zwierzęcia, zawartość glukozydów 
cyjanogennych w zjadanych roślinach, ilość zjedzonej masy roślinnej, a także tempo 
spożywania tej paszy. Ważne jest również czy zwierzę żuje masę roślinną, czy też 

bezpośrednio ją połyka. Miażdżone podczas żucia tkanki roślin cyjanoforowych 

wydzielają natychmiast HCN, zanim pokarm przejdzie do dalszych części przewodu 

pokarmowego. Jeśli zwierzę wyczuwa smakowo obecność HCN, może taką paszę 
odrzucić lub preferencyjnie ją zjadać. 

Ważnym czynnikiem mającym wpływ na toksyczność roślin cyjanogennych dla 

zwierząt są warunki, jakie panują w żołądku. Większość glukozydaz wykazuje 

optymalną aktywność przy pH środowiska około 7. Dlatego też u zwierząt o kwaśnym 
trawieniu, np. u koni, enzymy te są dezaktywowane i nie występuje efekt zatrucia. 

Przeżuwacze w swoim przewodzie pokarmowym mają odczyn obojętny i stąd Są 
wrażliwe na zatrucie [5]. 

Letalna dawka HCN dla człowieka i zwierząt waha się w granicach 0,5—3,5 mg/kg 
ciała przy pobraniu doustnym [42]. Ponieważ oszacowanie to zakłada, że cały HCN
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spożyty jest jednocześnie, praktycznie dawka letalna jest 10—20 krotnie wyższa [5]. 

Należy jednak podkreślić, że oprócz ostrych zatruć, mogą wystąpić objawy zatruć 

chronicznych powodowanych metabolitami detoksykacji HCN, a także produktami 

powstającymi przy hydrolizie glikozydów cyjanogennych, tj. aldehydami i ketonami. 

Wspominany aceton lub metyloetyloketon jest dla zwierząt również bardzo toksycz- 

ny. 
HCN w organizmie zwierzęcym wykazuje zdolność tworzenia kompleksów z 

białkami hemu, głównie oksydazą cytochromową — enzymem katalizującym końco- 
wy etap oddychania. Może to prowadzić do zakłóceń w pracy mózgu, tzw. kretynizmu 
[8]. Ponadto obecność SCN powstałego z HCN wykazuje aktywność goitrogenną 

[37]. Długotrwałe działanie cyjanowodoru może prowadzić do chorób systemu ner- 
wowego [18] lub zaburzeń w metabolizmie selenu [11]. 

Organizmy żywe mają zdolność przekształcania HCN do mniej toksycznych 
związków. Na przykład lemur (Hapelemur aureus) zjada jako swoje podstawowe 

pożywienie młode pędy bambusa, zawierające olbrzymie ilości związków cyjanogen- 

nych idotychczas nie wiadomo, w jaki sposób unika on zatrucia. Możliwe znane drogi 

przekształceń HCN przedstawia rysunek 4. 

Jednym z najważniejszych procesów detoksykacji HCN w roślinach i u owadów 
jest przeniesienie CN do seryny lub cysteiny i wytworzenie f-cyjanoalaniny [48], 
związku o właściwościach neurotoksycznych [29]. Katalizująca ten proces syntaza 

B-cyjanoalaninowa (p-CAS) występuje również u wielu roślin nie akumulujących 

glukozydów cyjanogennych i jej funkcją w tych wypadkach jest katalizowanie wią- 
zania HCN powstającego przy syntezie etylenu [50]. 

. Główną drogą detoksykacji HCN w organizmach zwierzęcych, ale występującą 
również u roślin i u owadów, jest reakcja cyjanowodoru i tiosiarczanu, katalizowana 

przez rodanazę (EC 2.8.1.1), w wyniku której powstaje tiocyjanian i tiosiarczyn [3]. 
Tiocyjanian może powstawać również z glukozynolanów i, jak wykazały liczne 
badania, proces jego usuwania z organizmu przebiega powoli; związek ten powoduje 

powiększenie tarczycy i zakłócenia w organicznym wiązaniu jodu w organizmie. 

NEQ 

NC—CH,—CH—COOH 
p-cyjancalanina    

    
HCN SCN" 

Rysunek 4. Metody detoksykacji HCN [30]
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Przypuszcza się, że związek ten jest w głównej mierze odpowiedzialny za chroniczną 
toksyczność glukozydów cyjanogennych [47]. 

Inną drogą detoksykacji, potwierdzoną u grzybów, ale kwestionowaną u roślin 
wyższych, jest hydroliza cyjanowodoru do formamidu za pomocą hydrolazy forma- 
midowej [24]. 

Występowanie glukozydów cyjanogennych 
w krajowych odmianach koniczyny białej 

Zawartość glukozydów cyjanogennych w częściach nadziemnych koniczyny 
białej oznaczano za pomocą nowo opracowanej oryginalnej metody chromatografii 
cieczowej [44, 45]. 

Z krajowych odmian koniczyny białej jedynie Podkowa nie zawiera glukozydów 
cyjanogennych. Pozostałe odmiany można podzielić na dwie grupy (tab. 2): wyso- 
kocyjanogenne (powyżej 370 mg HCN/kg suchej masy), do których należą Anda, 
Armena i Santa oraz o średniej zawartości, takie jak: Astra, Rema i Romena. 

Zawartość glukozydów cyjanogennych wykazuje dużą zmienność w czasie sezo- 
nu wegetacyjnego (rys. 5). Wszystkie odmiany reagują tak samo, bez względu na 
początkową zawartość glukozydów. Wiosną i jesienią poziom glukozydów jest wy- 
soki (440—1204 mg HCN/kg suchej masy) i wszystkie odmiany można zakwalifiko- 
wać jako wysokocyjanogenne. W lecie zawartość glukozydów drastycznie spada i 
wszystkie odmiany zawierają "bezpieczną", z punktu widzenia żywieniowego, ilość 
tych związków. 

Zawartość glukozydów w czasie sezonu wegetacyjnego jest skorelowana ze 
średnią dobowych temperatur z dnia pobrania próby i czterech dni poprzedzających. 
Gdy średnia dobowych temperatur spada poniżej 15'C to zawartość glukozydów 
wzrasta do poziomu wysokiego. Wszystkie odmiany krajowe są w tych warunkach 

Tabela 2. Zakres zmienności zawartości glukozydów cyja nogennych w odmianach koniczy- 
ny biatej (Trifolium repens L.) 

  

  

  

Odmiana Zawartosé minimalna Zawartość maksymalna ssa 
mg/g s.m. mg HCN/kg s.m. mg/g s.m. mg HCN/kg s.m._ 

Anda 2,573 267 9,428 996 
Агпепа 2,337 245 11,462 1204 
Santa 2,169 229 7,620 804 
Astra 0,847 90 5,161 547 
Кета 0,846 89 4,276 453 
Котепа 1,708 181 6,754 716 
Podkowa * * + * 
  

* Poniżej wykrywalności metody.
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Rysunek 5. Zmiany sumarycznej zawartości linamaryny i lotaustraliny w czasie sezonu 

wegetacyjnego trzech odmian koniczyny biatej (Trifolium repens L.) 

niebezpieczne dla zwierząt, a szczególną uwagę należy zwracać na odmiany wyso- 
kocyjanogenne. 

Wiosną wszystkie odmiany zawierają więcej glukozydów w blaszkach liściowych 
niż w ogonkach liściowych. W lecie i jesienią zależność ta jest odwrotna; ogonki są 

bogatsze w glukozydy niż blaszki liściowe. 
Stosunek linamaryny do lotaustraliny waha się w granicach 0,4—0,8 i jest wyższy 

dla odmian o mniejszej zawartości glukozydów cyjanogennych. Stosunek linamaryny 
do lotaustraliny jest wyższy w blaszkach liściowych niż w ogonkach. Dla odmian o 
średniej zawartości glukozydów, w niektórych okresach sezonu wegetacyjnego, może 
on nawet wynosić 2,0. 

W trakcie suszenia zielonki koniczyny białej w warunkach naturalnych i w 
Suszarce w temperaturze 50*C następuje częściowy rozkład glukozydów cyjanogen- 
nych. W zależności od odmiany tak wysuszone próby zawierają 50—70% glukozydów 
W slosunku do materiału liofilizowanego. 

__ Należy zachować dużą ostrożność przy spasaniu szczególnie odmian wysokocy- 

Janogennych koniczyny biatej w okresach wiosennym i jesiennym na pastwiskach, na 
których stanowi ona więcej niż 30% runi. Odmiany te nie powinny być zalecane do 

wykorzystania pastwiskowego, a raczej do uprawy w mieszankach z trawami i do 
Użytkowania kośnego. . 

Powyższe wyniki powinny być uwzględnione przez hodowców przy kreowaniu 
nowych odmian, a zawartość glukozydów cyjanogennych powinna być parametrem 

jakościowym uwzględnianym przy ocenie odmian w postępowaniu rejestrowym.
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Cyanogenic glicosides of white clover (Trifolium repens L.) 
  

Summary 

Cyanogenic glucosides, linamarin and lotaustralin occurring in white clover, are 

the secondary metabolites which during enzymatic cleavage or hydrolysis release 

cyanide, acetone and metylethylketon. These compounds may cause chronic or acute 

poisoning in animals. Thus, from a nutritional point of view the cyanogens are 

recognised as antinutritive factors. 

In the present review, recent literature data on the occurrence of cyanogens and 

the enzymes hydrolysing them in plants as well as biochemical polymorphism of 

cyanogenesis in white clover are presented. Some problems of the costs and benefits 

of cyanogen synthesis in plant and their possible ecological function have also been 

discussed. Since cyanogens are recognised by many authors as a compounds protec- 

ting plants against herbivores, some aspects of their influence on animal are summa- 

rised. 

It was thought until recently that Polish varieties of white clover contain trace 

amounts of cyanogenic glucosides. Our recent studies showed, however, that somć 

varieties recommended in 1993 contain high amounts of these compounds and that 

this concentration may drastically change during the growing season. The presented 

data clearly show that at least some of these varieties should not be recommended to 

be used as pasture sward components.


