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A. EINLEITUNG 

 
Die Proteine einer Zelle können anhand ihrer wesentlichen Funktion in zwei Klassen, nämlich 

Strukturproteine und Enzymproteine unterschieden werden. Im Gegensatz zu 

Strukturproteinen, deren Aufgabe hauptsächlich im Aufbau biologischer Substanz und in der  

Speicherung von Aminosäuren besteht, katalysieren Enzymproteine die unterschiedlichsten 

Reaktionen, wobei ihre hervorstechende Eigenschaft die Spezifität sowohl zu ihrem Substrat 

als auch bezüglich der durch sie katalysierten Reaktion ist. Eine umfangreiche Enzymklasse 

stellen dabei die proteolytischen Enzyme dar. Sie katalysieren die enzymatische Spaltung von 

Proteinen und Peptiden durch Hydrolyse einer Peptidbindung in exergonischer Reaktion und 

spielen eine signifikante Rolle in zahlreichen zellulären und extrazellulären Prozessen. Die 

verschiedenen Wege, auf denen sie diese Funktion erfüllen, ihr Vorkommen in allen 

Lebensformen, ihre unterschiedliche Lokalisation innerhalb, außerhalb und an der Oberfläche 

von Zellen und ihre funktionelle Diversität sowie die Tatsache, dass etwa 2 % aller 

Genprodukte Peptidasen sind (Barrett et al., 1998), machen sie zu einer der vielfältigsten und 

größten Enzymgruppen.  

 

I. Proteolytische Enzyme 

 

1. Nomenklatur und Terminologie  

 

Die Terminologie proteolytischer Enzyme ist komplex und uneinheitlich. Gemäß E.C.-Liste 

(Enzyme Commission List 1992) werden proteolytische Enzyme allgemein, der Tatsache 

Rechnung tragend, dass sie eine Peptidbindung, meist eine α-Peptidbindung, hydrolysieren, 

als Peptidasen bezeichnet. Je nach Angriffsort in der Polypeptidkette unterteilt man sie in 

zwei Gruppen: Exopeptidasen und Endopeptidasen. Exopeptidasen spalten nur 

Aminosäurereste vom N- oder C-terminalen Ende einer Polypeptidkette ab, Endopeptidasen 

hydrolysieren die innerhalb einer Peptidkette gelegenen Bindungen. 

Exopeptidasen können vom einen oder anderen meist unsubstituierten Terminus eine 

einzige Aminosäure, ein Dipeptid oder ein Tripeptid entfernen. Eine Ausnahme stellen die 

sogenannten Omega-Peptidasen dar, welche bestimmte modifizierte terminale Reste 

freisetzen können. Diese Modifikationen können Substitutionen oder Zyklisierungen der 

terminalen Reste aber auch Isopeptidbindungen zwischen den endständigen Aminosäuren 

darstellen. Ihre Zahl ist jedoch gering. Ansonsten werden Exopeptidasen, die  nur eine einzige 
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Aminosäure vom freien N-terminalen Ende abspalten,  als Aminopeptidasen, jene, die ein 

Dipeptid oder Tripeptid freisetzen, als Dipeptidyl-Peptidasen bzw. Tripeptidyl-Peptidasen 

bezeichnet. Ist der Angriffsort der freie C-Terminus so spricht man im Falle der Abspaltung 

eines einzigen Restes von Carboxypeptidasen, im Falle der Freisetzung eines Dipeptids von 

Peptidyl-Dipeptidasen. Eine weitere recht kleine Gruppe von Exopeptidasen ist spezifisch 

für Dipeptide, d.h. es können keine Peptide hydrolysiert werden, die mehr als zwei Reste 

enthalten. Diese Enzyme werden deshalb Dipeptidasen genannt (Sterchi & Stöcker, 1999; 

Barrett et al., 1998).  

Endopeptidasen werden dagegen auf der Basis ihres Katalysemechanismus in Serin-, 

Cystein-, Aspartat- und Metalloendopeptidasen unterteilt. Die gleichen katalytischen 

Mechanismen wirken natürlich auch bei den Exopeptidasen, so dass auch diese unter 

Verwendung derselben Kriterien weiter unterschieden werden können. So stellt ein Großteil 

der charakterisierten Aminopeptidasen Metallenzyme dar, während z.B. unter den Dipeptidyl-

Peptidasen und Tripeptidyl-Peptidasen Serinpeptidasen vorherrschen.  

 

Im folgenden sollen die verschiedenen Reaktionsmechanismen etwas genauer betrachtet 

werden. 

 

2. Katalysemechanismen 

 

a) Serinpeptidasen 

 

Der Katalysemechanismus von Serinpeptidasen wurde anhand des Enzyms Chymotrypsin 

aufgeklärt. Die katalytische Aktivität von Serinpeptidasen beruht auf der ungewöhnlichen 

Reaktivität eines Serinrestes im Enzym, welche durch die Nachbarschaft eines Histidins und 

eines Aspartats bedingt wird. In dieser sogenannten katalytischen Triade sind Histidin und 

Serin direkt an der Spaltung der Peptidbindung des Substrats beteiligt. Die Hydrolyse beginnt 

mit einem Angriff des Sauerstoffs der Hydroxylgruppe des Serins auf den 

Carbonylkohlenstoff der Peptidbindung, wobei das O-Atom eine negative Nettoladung 

bekommt (Abbildung 1). Die vier in dieser Phase mit dem Carbonylkohlenstoff verknüpften 

Atome liegen in tetraedrischer Anordnung vor, was durch Wasserstoffbrücken zwischen dem 

negativ geladenen Carbonylsauerstoff und zwei NH-Gruppen der Hauptkette ermöglicht wird 

(Oxyaniontasche). Gleichzeitig wird das Proton des Serins auf das Histidin der katalytischen 

Triade übertragen. Das Aspartat bringt dabei den Imidazolring des Histidins in die exakt 



 3

richtige Position und neutralisiert partiell dessen im Übergangszustand erhaltene positive 

Ladung. Die Funktion des Aspartats besteht also darin, durch seine –COO--Gruppe die positiv 

geladene Form des Histidins im Übergangszustand zu stabilisieren sowie sicherzustellen, dass 

es sich zur Aufnahme des Protons vom Serin in der geeigneten tautomeren Form befindet. 

Von der protonierten Form des Histidins wird das Proton dann auf das N-Atom der 

Peptidbindung übertragen, was deren Spaltung bewirkt. In diesem Stadium ist die 

Aminkomponente über eine Wasserstoffbrücke an das Histidin angelagert und der saure Teil 

des Substrats mit dem Serin verestert. Es wird also ein kovalentes Acyl-Enzym-

Zwischenprodukt ausgebildet, weshalb dieser erste Schritt der hydrolytischen Reaktion auch 

als Acylierung bezeichnet wird.  Die Aminkomponente diffundiert dann ab und es folgt der 

zweite Schritt in der Hydrolyse des Peptids, die Deacylierung. Im Prinzip ist die Deacylierung 

die Umkehr der Acylierung, nur ist die Aminkomponente hier durch H2O ersetzt. Sie beginnt 

damit, dass ein H2O-Molekül den Platz einnimmt, den zuvor die Aminkomponente des 

Substrats innehatte. Dabei wird dem H2O durch das Histidin ein Proton entzogen. Das 

verbleibende OH--Ion greift sofort das Carbonylkohlenstoffatom der an Serin gebundenen 

Acylgruppe an. Wie bei der Acylierung entsteht so vorübergehend ein tetraedrisches 

Zwischenprodukt. Das Histidin gibt dann ein Proton an das O-Atom von Serin ab, das nun 

seinerseits die saure Gruppe des Substrats entlässt. Das Enzym ist nun für eine neue 

Katalyserunde bereit (Bender, 1962; Henderson, 1970; Blow, 1976; Fastrez & Fersht, 1973; 

Kossiakoff & Spencer, 1981; Rühlmann et al., 1973).  

In einigen wenigen Fällen ist das reaktive Serin durch ein Threonin ersetzt. Da der 

Mechanismus und die angreifende chemische Gruppe jedoch die gleichen sind, werden diese 

Threonin-abhängigen Peptidasen ebenfalls in die Gruppe der Serinpeptidasen eingeordnet. 

Weitere kleinere Abweichungen von der üblichen Zusammensetzung der katalytischen Triade 

bestehen in einigen Familiengruppen im Austausch des stabilisierenden Aspartats gegen ein 

Histidin oder des protonenübertragenden Histidins gegen einen Lysinrest. Letzteren fehlt 

dabei sogar der dritte katalytische Rest so, wie auch Serinpeptidasen existieren, die nur eine 

aus Serin und Histidin bestehende katalytische Dyade besitzen (Barrett et al., 1998).  
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1. Acylierung 
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2. Deacylierung 
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Abbildung 1: Reaktionsmechanismus von Serinpeptidasen 

Durchgehende Linien symbolisieren kovalente Bindungen, gestrichelte Wasserstoffbrücken. 

(nach Blow, 1976; Erläuterungen siehe Text) 

 

b) Cysteinpeptidasen 

 

Cysteinpeptidasen wirken im Grunde genauso wie Serinpeptidasen, nur dass an Stelle des 

Serins im aktiven Zentrum ein Cystein vorliegt, dessen SH-Gruppe die Funktion der OH-

Gruppe des Serins übernimmt. Die Katalyse erfolgt damit über einen intermediären Thioester 

und wird auch hier durch ein benachbartes Histidin erleichtert. Anders als im Falle der 

Serinpeptidasen benötigen die meisten Cysteinpeptidasen jedoch keinen dritten Rest, um den 

Imidazolring des Histidins auszurichten und den entsprechenden Übergangszustand bei 
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Bindung des Substrats zu stabilisieren (s. Abbildung 2). Die erste klar definierte 

Cysteinpeptidase war Papain (Kimmel & Smith, 1954; Kimmel & Smith, 1957; Storer & 

Ménard, 1994; Drenth et al., 1968). 
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Abbildung 2: Übergangszustand bei der Katalyse durch Cysteinpeptidasen 

(nach Storer & Ménard, 1994) 

 
 
c) Aspartatpeptidasen 

 

Aspartatpeptidasen, auch saure Peptidasen genannt, da viele von ihnen nur im sauren Milieu 

aktiv sind, unterscheiden sich grundlegend von den Serin- und Cysteinpeptidasen, indem das 

die zu spaltende Peptidbindung angreifende Nukleophil im katalytischen Zentrum ein 

aktiviertes H2O-Molekül und nicht die nukleophile Seitenkette einer Aminosäure ist. Das 

aktivierte H2O-Molekül wird dabei von zwei Aspartatresten ligandiert. Damit das Enzym 

aktiv ist, muss einer davon ionisiert, der andere nichtionisiert vorliegen, woraus sich ein pH-

Optimum zwischen 2 und 3 ergibt. Bei Bindung eines Substrats wird das 

Carbonylkohlenstoffatom der zu spaltenden Peptidbindung vom aktivierten H2O-Molekül 

angegriffen und die C=O-Bindung durch Übertragung eines OH--Moleküls auf das C-Atom 

zu einer C-O-Einfachbindung mit negativ geladenem O-Atom. Auch in diesem Fall wird ein 

tetraedrischer Übergangszustand ausgebildet, der durch das zweite Aspartat über eine 

Wasserstoffbrücke zwischen dem Proton seiner COOH-Gruppe und dem negativ geladenen 

Carbonylsauerstoff stabilisiert wird. Gleichzeitig wird das verbliebene Proton des H2O von 
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der COO--Gruppe des ionisierten Aspartats übernommen. Dieser Rest überträgt dann dieses 

Proton auf das N-Atom der Peptidbindung, was schließlich zu deren Spaltung führt (s. 

Abbildung 3). In einigen Ausnahmefällen kann ein Aspartatrest durch ein Glutamat, ein 

Asparagin oder Glutamin ersetzt sein. Die erste charakterisierte Aspartatpeptidase war das 

Pepsin (Fruton, 1976; Davies, 1990). Alle bisher beschriebenen Aspartatpeptidasen sind 

Endopeptidasen. 
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Abbildung 3: Reaktionsmechanismus von Aspartatpeptidasen 

Gestrichelte Pfeile sollen die Elektronenumlagerungen verdeutlichen. 

(nach Davies, 1990; Erklärungen siehe Text) 
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d) Metallopeptidasen 

 

Der nukleophile Angriff einer Peptidbindung durch Metallopeptidasen erfolgt, wie im Falle 

der Aspartatpeptidasen, durch ein aktiviertes H2O-Molekül. Das H2O-Molekül wird jedoch 

hier durch ein divalentes Metall-Kation gebunden und aktiviert. In den meisten Fällen handelt 

es sich dabei um Zn2+, aber auch Co2+ und Mn2+ sind beschrieben worden. Je nach Anzahl der 

für die Katalyse notwendigen Metall-Ionen werden die Metallopeptidasen in zwei Gruppen 

eingeteilt, nämlich  

1. jene, die nur ein Metall-Ion besitzen; dies ist in allen bisher beschriebenen Peptidasen 

dieser Art immer ein Zn2+ und 

2. jene, in denen zwei Metall-Ionen cokatalytisch wirken; dazu gehören alle Co2+- oder 

Mn2+-tragenden, aber auch einige Zn2+-abhängige Peptidasen. 

Die Metall-Ionen werden dabei von Aminosäureliganden in der richtigen Position gehalten. 

Im Falle der ersten Gruppe sind dafür drei Reste nötig, die beiden Metall-Ionen der zweiten 

weitaus kleineren Gruppe werden von fünf Aminosäuren ligandiert, da ein Rest beide Ionen 

überbrückt. Die bisher bekannten Metalliganden sind Histidin, Glutamat, Aspartat oder Lysin. 

Neben diesen wird wenigstens ein weiterer Rest für die Katalyse, ein Glutamat, benötigt. Die 

Funktion dieses Glutamats ist noch nicht völlig geklärt, es wird jedoch angenommen, dass es 

die Rolle eines Elektrophils übernimmt (Mock & Stanford, 1996). Alle bisher beschriebenen 

Metallopeptidasen mit cokatalytischen Metall-Ionen sind Exopeptidasen, während jene mit 

nur einem Kation sowohl Exo- als auch Endopeptidasen stellen.  

Der potentielle Reaktionsablauf bei der katalytischen Spaltung einer Peptidbindung 

durch Metallopeptidasen soll im folgenden am Beispiel der Carboxypeptidase A, der ersten 

identifizierten Metallopeptidase, dargestellt werden, für welche aufgrund von Röntgenstudien 

und chemischen Untersuchungen folgender Mechanismus postuliert wird. 

Drei Gruppen des Enzyms sind dabei für die Katalyse entscheidend: das Zinkion, die 

Guanidinogruppe von Arginin-127 und die Carboxylatgruppe von Glutamat-270. Das 

Carbonylkohlenstoffatom der zu spaltenden Bindung wird von der COO--Gruppe des 

Glutamats angegriffen. Dabei entsteht auch hier ein tetraedrisches Zwischenprodukt, nämlich 

ein intermediäres Anhydrid aus zwei Carboxylgruppen, das die zu spaltende Bindung für den 

nukleophilen Angriff des an Zn2+ gebundenen H2O-Moleküls empfänglich macht. Die 

negative Ladung des O-Atoms im tetraedrischen Zwischenprodukt wird dabei durch eine 

elektrostatische Wechselwirkung mit der positiv geladenen Seitenkette des Arginins 

stabilisiert, das sich nach Bindung des Substrats durch Konformationsänderung des Enzyms 
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in eine günstige nahe Lage bewegt hat. Das stark polarisierte H2O-Molekül überträgt dann ein 

H+ auf die NH-Gruppe und das verbleibende OH- auf das Säureanhydrid, so dass die 

Peptidbindung gespalten wird. Alternativ könnte das aktivierte H2O-Molekül auch direkt das 

Carbonylkohlenstoffatom der Peptidbindung angreifen. Entscheidend bei diesem 

Mechanismus ist, dass die Carbonylgruppe der zu spaltenden Bindung durch das Zinkion 

polarisiert wird, was den Angriff des Glutamats oder des aktivierten H2O-Moleküls auf das C-

Atom erleichtert. Die Katalyse wird also dadurch beschleunigt, dass im Substrat eine 

Elektronenverschiebung hervorgerufen wird und es so anfälliger für die Hydrolyse wird. Im 

Falle der Carboxypeptidase A wird das Zn2+-Ion von zwei Histidin- und einer 

Glutamatseitenkette ligandiert, was zusammen mit dem H2O-Molekül in einer tetraedrischen 

Anordnung resultiert (Lipscomb, 1973; Vallee & Neurath, 1954; Quiocho & Lipscomb, 1971; 

Nau & Riordan, 1975; Sander & Witzel, 1985; Christianson & Lipscomb, 1987; Christianson 

& Lipscomb, 1989; Rees et al., 1983; Makinen et al., 1984; Galdes et al., 1986; Philips et al., 

1990). Abbildung 4 verdeutlicht noch einmal den beschriebenen Mechanismus. 
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Abbildung 4: Vorgeschlagener Katalysemechanismus von Metallopeptidasen am 

Beispiel der Carboxypeptidase A (nach Makinen et al., 1984) 
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3. Nicht-klassifizierte Peptidasen 

 

Neben den bisher aufgeführten Peptidasen gibt es eine ganze Reihe von Enzymen, die nach 

keinem der oben beschriebenen Reaktionsmuster katalytisch aktiv sind und deshalb keiner der 

genannten Peptidaseklassen zugeordnet werden können. Derzeit fallen 20 Familien darunter, 

die, aufgrund von mangelnden Gemeinsamkeiten oder Informationen, in den meisten Fällen 

keine Möglichkeit bieten, weiter unterteilt oder geordnet zu werden. Die Nummerierung der 

Familien ist darüber hinaus vollkommen willkürlich. Eine solche Familie, U42 (U für 

Unclassified), beinhaltet eine Reihe von Endopeptidasen, die eine entscheidende Rolle bei der 

Aktivierung einer in den letzten Jahrzehnten immer bedeutsamer werdenden Enzymklasse, 

den Hydrogenasen, spielt; die Reifungsproteasen von Hydrogenasen (Barrett et al., 1998). 

 

II. Hydrogenasen 

 

1. Einteilung, Vorkommen und Struktur 

 

Hydrogenasen sind Enzyme, die die Spaltung oder Bildung von H2 katalysieren. Man 

unterscheidet H2-produzierende und H2-oxidierende Hydrogenasen. Eine Ausnahme stellen 

die sogenannten bidirektionalen oder „reversiblen“ Hydrogenasen dar, die auch in vivo zur 

Katalyse beider Reaktionen befähigt sind. Darüber hinaus werden Hydrogenasen oft auch 

anhand ihrer zellulären Lokalisation oder den von ihnen nutzbaren Elektronendonoren oder –

akzeptoren eingeteilt; in den meisten Fällen jedoch erfolgt ihre Differenzierung nach ihrem 

Metallgehalt, da die Anwendung dieses Kriteriums die größte Aussagekraft über Struktur und 

Mechanismus besitzt. Danach werden Hydrogenasen in zwei Hauptklassen eingeteilt: [[[[Fe]]]]-

Hydrogenasen und [[[[NiFe]]]]-Hydrogenasen, mit den [[[[NiFeSe]]]]-Hydrogenasen als 

Untergruppe. Die nur punktuell vorkommenden metallfreien Hydrogenasen sollen im 

Zusammenhang mit der vorliegenden Arbeit nicht besprochen werden.  

 

a) [[[[Fe]]]]-Hydrogenasen 

 

[Fe]-Hydrogenasen kommen hauptsächlich in Bakterien und niederen Eukaryonten vor. Sie 

enthalten Fe in Form von FeS-Zentren, wobei die meisten charakterisierten Enzyme dabei so 

strukturiert sind, dass sie ein bis mehrere [4Fe4S]-Cluster (F-Cluster) sowie ein 

ungewöhnliches, als H-Cluster bezeichnetes FeS-Zentrum enthalten (Adams, 1990; Peters et 
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al., 1998; Nicolet et al., 1999; Nicolet et al., 2000). Das H-Cluster ist in einer 350 

Aminosäuren großen Domäne untergebracht und katalysiert die Oxidation bzw. Produktion 

von H2, stellt also das aktive Zentrum dar. Es besteht aus zwei Fe-Atomen, die beide CO und 

CN als niedermolekulare Liganden binden und über ein kleines, fünfatomiges Molekül 

miteinander verknüpft sind. Jedes Fe-Atom (Fe1, Fe2) bindet dabei ein CO und ein CN (Van 

der Spek, 1996), wobei im teilweise oxidierten Zustand des Enzyms ein weiteres CO als 

Brückenligand zwischen den beiden Fe-Atomen fungiert (Peters et al., 1998). Nach Reduktion 

des Enzyms wird aus diesem Brückenligand ein einfacher Ligand von Fe2, das dann mit zwei 

CO verbunden ist (Fan & Hall, 2001; Nicolet et al., 2000; Nicolet et al., 2001). Die Natur des 

die beiden Fe-Atome verbindenden fünfatomigen Moleküls ist noch nicht eindeutig geklärt, 

aufgrund von mechanistischen Betrachtungen wird jedoch angenommen, dass es sich dabei 

um ein Dithiomethylamin handelt, das das Fe-Paar über seine beiden S-Atome miteinander 

verknüpft. Ein sekundäres Amin nahe der vermeintlichen Wasserstoffbindestelle Fe2 würde 

nämlich als Protonenakzeptor eine entscheidende Rolle bei der heterolytischen Spaltung von 

Wasserstoff spielen. Röntgenkristallographische Untersuchungen geben jedoch selbst bei 

höheren Auflösungen leider keinen Aufschluß darüber, ob es sich nun wirklich um ein Amin 

handelt, da wegen des geringen Unterschieds in der Elektronenanzahl nicht zwischen C und N 

unterschieden werden kann (Fan & Hall, 2001; Nicolet et al., 1999; Nicolet et al., 2001; 

Nicolet et al., 2002).  

Die Verknüpfung des H-Clusters mit dem Rest des Enzyms erfolgt über einen einzigen 

Cysteinligand, Cystein-382 in Desulfovibrio desulfuricans ATCC 7757, mit dem das Fe1 mit 

dem proximalen [4Fe4S]-Cluster koordiniert ist. Weitere Bindungen des H-Clusters zum 

Proteingerüst erfolgen über Wasserstoffbrücken zu den CN-Liganden. Fe1 besitzt somit 6 

Liganden, die in einer verzerrten oktaedrischen Konformation angeordnet sind, während Fe2 

nur 5 Bindungen aufweist und somit eine freie Koordinationsstelle übrig hat. Aus diesem 

Grund wird Fe2 als Bindestelle für den zu spaltenden H2 angesehen. Diese Vermutung wird 

darüber hinaus durch Versuche mit Hydrogenase I von Clostridium pasteurianum bestärkt, 

die zeigen, dass Fe2 exogenes CO bindet, was ein starker kompetitiver Inhibitor des Enzyms 

ist (Lemon & Peters, 1999; Bennett et al., 2000). Die detaillierte Struktur des aktiven 

Zentrums ist in Abbildung 5 dargestellt. Die Spaltung von H2 erfolgt dabei heterolytisch, 

indem als Anfangsprodukt ein Hydrid und ein Proton entstehen. Der H2 diffundiert dabei 

durch einen hydrophoben Kanal von der molekularen Oberfläche des Proteins zum Fe2 des 

aktiven Zentrums und umgekehrt. Der Elektronentransport erfolgt dann über die FeS-Zentren 

an die Oberfläche des Moleküls während die Protonen wiederum über ein konserviertes 
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Cystein, Cystein-178 in Clostridium pasteurianum Hydrogenase I bzw. Cystein-299 in 

Desulfovibrio desulfuricans ATCC 7757, und einem Lysinrest, der über eine 

Wasserstoffbrücke mit dem das Fe2 koordinierenden CN-Liganden verbunden ist, sowie 

diversen anderen konservierten Resten und Wassermolekülen weitergeleitet werden. Um 

welche Reste es sich dabei genau handeln könnte ist jedoch noch nicht untersucht worden.   

[Fe]-Hydrogenasen können aus ein bis mehreren Untereinheiten bestehen, wobei 

bisher keine Enzyme mit mehr als vier bekannnt sind. Dabei können auch diese 

Untereinheiten FeS-Zentren beinhalten. Über die Bildung der FeS-Zentren und anderer 

möglicher Reifungsprozesse dieser Hydrogenasen ist jedoch bisher nichts weiter bekannt. 
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Abbildung 5: Struktur des H-Clusters von D. desulfuricans ATCC 7757 im reduzierten 

Zustand (modifiziert nach Nicolet et al., 2000) 

Das die beiden Fe-Atome verbindende fünfatomige Molekül ist hier als 1,3-Propandithiolat 

angegeben. 

 

b) [[[[NiFe]]]]-Hydrogenasen 

 

Man findet [NiFe]-Hydrogenasen in Eubakterien, in Archaebakterien und selbst in 

Eukaryonten. Die meisten Enzyme bestehen aus zwei Untereinheiten, je nach betrachtetem 

Organismus einer großen mit einer molekularen Masse von 45-72 kDa (Albracht, 1994) und 

einer kleinen, deren Molekülmasse zwischen 25 und 35 kDa (Maier & Böck, 1996) liegt. Mit 

der Aufklärung der Proteinstruktur der [NiFe]-Hydrogenase von Desulfovibrio gigas 1995 

durch Volbeda et al. wurde ein Meilenstein im Verständnis über Aufbau, Mechanismus und 

Synthese dieser Enzymklasse gelegt. Bereits zuvor waren durch Vergleich von 

Aminosäuresequenzen von [NiFe]-Hydrogenasen verschiedener Organismen Bereiche 
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aufgefallen, die stark konserviert waren. So konnten in den großen Untereinheiten zwei 

hochkonservierte Motive identifiziert werden, eines nahe dem N-Terminus mit der Sequenz 

RxCGxCxxxH und das zweite im C-terminalen Bereich bestehend aus DPCxxCxxH/R 

(Przybyla et al., 1992). In den bereits als Untergruppe der [NiFe]-Hydrogenasen erwähnten 

[NiFeSe]-Hydrogenasen ist das „erste“ Cystein des C-terminalen Motivs dabei durch ein 

Selenocystein ersetzt (Muth et al., 1987). Anhand der Kristallstruktur konnte nun eindeutig 

gezeigt werden, dass diese Motive die Koordinierung der Metalle im Enzym vornehmen. Das 

Nickel wird dabei direkt von den vier Cysteinen der beiden Motive über deren Thiolgruppen 

ligandiert. Darüber hinaus sind zwei dieser Cysteine, jeweils eines aus jedem Motiv, auch an 

der Bindung des zweiten Metalls, Fe beteiligt, und bilden somit eine Brücke zwischen beiden 

Metall-Ionen. Das Fe wiederum wird zusätzlich von drei niedermolekularen Liganden 

komplexiert, die sich später als zwei Cyanide und ein Kohlenmonoxid entpuppten (Happe et 

al., 1997; Pierik et al., 1999). Der bereits 1985 von Van der Zwaan et al. durch EPR-Studien 

an der Hydrogenase von Chromatium vinosum erbrachte Nachweis einer Interaktion des H2 

mit dem Nickel lässt dabei vermuten, dass es sich bei dieser bimetallischen Struktur um das 

aktive Zentrum des Enzyms handelt. Durch Ineinanderverschmelzen zweier α-Helices des C-

terminalen Bereichs der großen Untereinheit ist das aktive Zentrum dabei  tief in der großen 

Untereinheit eingebettet. Abbildung 6 zeigt den Aufbau des Nickel-Metall-Zentrums. 

Cys 4

Ni

S
S

Fe

SS

N

C

O

C
N

C

Cys 3

Cys 1

Cys 2

 
 

Abbildung 6: Aufbau des Nickel-Metall-Zentrums  

Die Cysteine 1 und 2 stellen die Cysteinreste des N-terminalen Nickelbindemotivs der großen 

Untereinheit von [NiFe]-Hydrogenasen dar, die Cysteine 3 und 4 die des C-terminalen (nach 

Happe et al., 1997). 
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Die eng mit der großen Untereinheit assoziierte kleine Untereinheit wiederum stellt ein FeS-

Protein dar, das im Falle der [NiFe]-Hydrogenase von D. gigas drei FeS-Zentren enthält, ein 

[3Fe4S] und zwei [4Fe4S] in der Rehenfolge [4Fe4S]-[3Fe4S]-[4Fe4S] (Volbeda et al., 

1995). Spektroskopische Untersuchungen kleiner Untereinheiten anderer Organismen, wie der 

NAD+-reduzierenden Hydrogenase von Ralstonia eutropha, zeigten jedoch, dass die Anzahl 

der FeS-Zentren variieren kann (Albracht, 1994).  

Der Protonen- bzw. Elektronenfluß von bzw. zum aktiven Zentrum der Hydrogenase 

wird aufgrund der erhaltenen kristallographischen Daten wie folgt angenommen: Bei der 

Spaltung von H2 durch die [NiFe]-Hydrogenase von D. gigas  könnten Protonen vom aktiven 

Zentrum zum Histidin-72 und über einen Flip-Flop-Mechanismus des Imidazolrings weiter 

zum Histidin-536 fließen. Von dort aus würden sie über zwei H2O-Moleküle und Glutamat-46 

an die Oberfläche der Hydrogenase transferiert werden. Histidin-468 und Histidin-482 sind 

dabei Reste, die ebenfalls am Protonenfluß beteiligt sein könnten. Auf der anderen Seite 

könnten die Elektronen vom aktiven Zentrum über die Reste Cystein-65 und Histidin-219 der 

großen Untereinheit auf das proximale [4Fe4S]-Cluster der kleinen Untereinheit und von dort 

über die anderen FeS-Zentren auf das auf der Oberfläche des Enzyms exponierte Histidin-185 

übertragen werden. Alternativ könnte auch zwischen Nickel und dem proximal gelegenen 

[4Fe4S]-Cluster ein Elektronensprung von Glycin-66 der großen auf Cystein-17 der kleinen 

Untereinheit stattfinden (Volbeda et al., 1995; siehe Abbildung 7). Dies ist jedoch noch 

Spekulation. 

 

Obwohl die Gesamtstruktur der Hydrogenasen aus verschiedenen Organismen sich nicht 

gleichen müssen, kann man doch aufgrund der Konserviertheit der beschriebenen Motive und 

des scheinbar ubiquitären Vorkommens von CO/CN-Liganden in metallhaltigen 

Hydrogenasen davon ausgehen, dass die Metallzentren unterschiedlicher [NiFe]-

Hydrogenasen ähnlich aufgebaut sind und deshalb auch der Elektronenfluß in diesem Bereich 

in ähnlicher Art und Weise verläuft. Die Frage, die sich nun stellt, ist wie die Metalle und die 

niedermolekularen Komponenten des aktiven Zentrums in die Enzyme eingebaut werden und 

welche Genprodukte daran beteiligt sind. Das in dieser Hinsicht am besten untersuchte 

System ist jenes von Escherichia coli. 
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Abbildung 7: Elektronen- (a) und Protonentransfer (b) in der kleinen und großen 

Untereinheit von D. gigas (Volbeda et al. 1995; Erläuterungen siehe Text) 

Die Elektronen- bzw. Protonenweiterleitung zwischen den verschiedenen Resten bzw. 

Metallzentren ist mittels fein gestrichelter Linien dargestellt. Die Zahlen neben den 

fettgestrichelten Linien geben den kleinsten Abstand (in A) zwischen benachbarten 

Redoxzentren an.  S: kleine Untereinheit, L: große Untereinheit, X: Fe, wat: Wasser, prox: 

proximal, dist: distal.  

 

3. Genetik und Reifung der [NiFe]-Hydrogenasen von E. coli  

 

a) Genetik 

 

E. coli besitzt insgesamt vier Hydrogenasen, alle zu den [NiFe]-Hydrogenasen zählend. Zwei 

davon, nämlich Hydrogenase 1 und 2, sind H2-oxidierende Enzyme, während die anderen 

beiden H2-produzierende Funktion besitzen. Ihre Strukturgene werden in vier verschiedenen 

Operonen kodiert, dem hya-, hyb-, hyc- und hyf-Operon, wobei die alphabetische Reihenfolge 

die numerische Benennung der Enzyme als Hydrogenase 1, 2, 3 und 4 widerspiegelt (Sawers 

& Böck, 1996; Menon et al., 1991; Menon et al., 1994b; Sargent et al., 1998; Abbildung 8). 

Neben jenen Genen, die für Strukturkomponenten der jeweiligen Hydrogenase kodieren, 

beinhalten die Operone auch solche, deren Produkte die Aufgabe der Elektronenweiterleitung 

a b
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innerhalb der verschiedenen Komplexe übernehmen, von denen die jeweiligen Hydrogenasen 

Bestandteil sind, bzw. an deren Aufbau beteiligt sind, so z.B. HyaC und HybB, welche 

homolog zur Cytochrom b-Untereinheit der Hydrogenase von W. succinogenes sind, oder 

HycB und HycF, die FeS-Proteine des Formiat-Hydrogen-Lyase-Komplexes darstellen sowie 

HycC und HycD, die im gleichen Komplex als Membrananker zu fungieren scheinen (Dross 

et al., 1992; Sauter et al., 1992). Darüber hinaus existieren Gene, die für Proteine kodieren, 

die weder für den Aufbau noch für die katalytische Funktion der Hydrogenasen oder der 

Multienzymkomplexe von Bedeutung sind, sondern vielmehr eine wichtige Rolle bei der 

später noch genauer betrachteten Reifung der großen Untereinheiten der Hydrogenasen 

spielen; so z.B. die Gene der für die jeweilige Hydrogenase spezifischen Reifungsproteasen 

HyaD, HybD und HycI (Menon et al., 1991; Rossmann et al., 1995; Fritsche et al., 1999). Für 

Hydrogenase 4 wurde bisher kein homologes Gen gefunden; möglicherweise wird sie 

ebenfalls durch HycI prozessiert (Andrews et al., 1997). Für die Reifung der Hydrogenasen ist 

dabei noch ein weiteres Operon vonnöten, das hyp-Operon (Lutz et al., 1991; Jacobi et al., 

1992). Die Expression seiner Gene führt zur Produktion akzessorischer Proteine, die, bis auf 

zwei Ausnahmen, an der Bildung der Nickel-Metall-Zentren aller vier Hydrogenasen beteiligt 

sind. Diese die Hydrogenase-Biosynthese pleiotrop beeinflussenden Gene sind dem hyc-

Operon vorgeschaltet und divergent angeordnet. Darüber hinaus existiert ein etwa 10-15 kb 

stromaufwärts von hypA und damit außerhalb des hyp-Operons gelegenes Gen, hypF, das 

ebenfalls für die Reifung aller Hydrogenasen gleichermaßen notwendig ist. Abbildung 8 zeigt 

die genetische Organisation der verschiedenen Operone. Gene homologer Proteine sind durch 

gleiche Musterung gekennzeichnet. 

Die Regulation der Expression der Hydrogenase-Operone ist recht komplex und in 

vielen Fällen noch nicht eindeutig geklärt. Über Hydrogenase 4 ist dabei nichts bekannt 

(Andrews et al., 1997). Für die anderen drei Enzyme gibt es mehr oder weniger genaue 

Vorstellungen wie die Regulation erfolgen könnte und welche Regulatoren daran beteiligt 

sind. So werden die hya-Gene unter anaeroben Bedingungen, niedrigem pH und in 

Anwesenheit von Formiat induziert sowie in Gegenwart von Nitrat stark reprimiert (Bronsted 

& Atlung, 1994; King & Przybyla, 1999). Sie sind dabei von den Regulatoren ArcA und 

AppY (Bronsted & Atlung, 1994; Atlung et al., 1997)  bzw. NarL und NarP abhängig 

(Richard et al., 1999); auch für RpoS konnte ein Einfluß nachgewiesen werden und FNR hat 

möglicherweise einen indirekt positiven Effekt auf die Expression des hya-Operons.  
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Abbildung 8: Genetische Organisation der Hydrogenase-Operone  sowie der 

akzessorischen Gene der Hydrogenasen von E. coli (nach Maier & Böck, 1996; Menon et 

al., 1991; Simon et al., 1997; Sargent et al. 1998) 

Gene homologer Proteine sind durch gleiche Muster gekennzeichnet.  

 

 

Das hyb-Operon wird ebenfalls unter anaeroben Bedingungen induziert und durch 

Nitrat reprimiert; darüber hinaus scheint es einer Katabolitrepression zu unterliegen. Im 

Gegensatz zum hya-Operon ist es jedoch im Alkalischen stärker exprimiert (King & Przybyla, 

1999). Regulatoren wie die oben beschriebenen ArcA und NarL haben dabei einen negativen 

Effekt auf die Expression. Entgegen früherer Vermutungen scheint FNR nur indirekt an der 

Regulation des hyb-Operons beteiligt zu sein, genauso wie die durch das cAMP-CRP-System 

vermittelte Katabolitrepression wahrscheinlich indirekt durch Beeinflussung eines anderen 

chaperonartiges Protein. Protease,kleine Untereinheit,große Untereinheit, 
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Transkriptionsregulators durch das CRP-Protein zustande kommt (Derek et al., 1999). Der 

genaue Regulationsablauf ist in beiden Systemen jedoch nicht näher bekannt.  

Ein fundierteres Wissen besteht dagegen über die Regulation des hyc-Operons. Seine 

Expression wird dabei in erster Linie durch das Gärungsprodukt Formiat über einen σ54-

abhängigen Promotor mit Hilfe des Transkriptionsaktivators FhlA induziert (Schlensog & 

Böck, 1990; Sankar et al., 1988). Bei Abfall des pH-Wertes wird das Formiat von der Zelle 

aufgenommen und stimuliert wahrscheinlich durch direkte Interaktion mit FhlA, das 

konstitutiv in geringen Mengen gebildet wird, dessen Funktion als Transkriptionsaktivator. 

FhlA bindet in diesem Zustand an Aktivatorsequenzen, was zur Aktivierung der weiter 

stromabwärts gelegenen Promotoren und zur Transkription der ihnen nachgeschalteten Gene 

führt. Außer dem σ54-abhängigen Promotor des hyc-Operons erfolgt die Bindung von FhlA 

noch an drei weiteren σ54-abhängigen Transkriptionseinheiten, dem fdhF-Gen, welches für 

die Formiatdehydrogenase H des Formiat-Hydrogen-Lyase-Komplexes kodiert, dem hydA-

Lokus, mit dem für den Nickel-Einbau wichtigen hypF-Gen, und dem hyp-Operon. FhlA kann 

darüber hinaus indirekt auch seine eigene Transkription stimulieren, da es mit dem hyp-

Operon cotranskribiert wird.  

Die Regulation des hyp-Operons erfolgt zusätzlich über einen zweiten σ70- abhängigen 

Promotor, der in hypA liegt und bei Anaerobiose über den Regulator FNR angeschaltet wird 

(Lutz et al., 1991). Dies gewährleistet die Transkription der Gene hypB-E auch unter nicht-

fermentativen Bedingungen, was die Biosynthese von Hydrogenase 1 und 2 sicherstellt. Dies 

würde auch erklären, warum im hyb-Operon ein entsprechendes Homolog zu hypA, nämlich 

hybF existiert: Die Hydrogenasen 1 und 2 sind damit unabhängig vom ebenfalls für die 

Reifung wichtigen hypA-Genprodukt.  

     Ein weiteres regulatorisches Element stellt HycA dar, ein Genprodukt des hyc-Operons, 

das antagonistisch zu FhlA wirkt (Hopper et al., 1994).  

 

b) Reifung 

 

Der Expression der Strukturgene und akzessorischen Gene folgt eine komplexe Kaskade von 

Reaktionen, die zum Einbau des Nickel-Eisen-Zentrums in die große Untereinheit führt. 

Dabei sind pauschal fünf Schritte zu bewältigen: 

 

• Die Bildung der niedermolekularen Liganden CO und CN 
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• Ihre Komplexierung mit Eisen 

 

• Der Einbau in die große Untereinheit 

 

• Der Einbau von Nickel in die große Untereinheit 

 

• Die Einbettung des fertig assemblierten Metallzentrums ins Innere der großen Untereinheit  

 

Wie und in welcher Reihenfolge diese Schritte im Einzelnen ablaufen ist für die ersten drei 

Schritte im Detail noch nicht bekannt. Aufgrund intensiver molekularbiologischer, 

genetischer und biochemischer Untersuchungen wird anhand von gerade in neuester Zeit 

erhaltenen Ergebnissen jedoch folgendes, in Abbildung 9 wiedergegebenes Modell 

vorgeschlagen: 
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Abbildung 9: Reifungsschema der großen Untereinheiten von [NiFe]-Hydrogenasen in 

E. coli  

CP: Carbamoylphosphat (nach Blokesch et al., 2002; Erläuterungen siehe Text)  
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Die große Untereinheit wird dabei als metallfreies Vorläuferprotein synthetisiert, in welches 

zuerst das Eisen mit seinen drei niedermolekularen Liganden eingebaut wird. Diese 

Behauptung wird durch die Tatsache untermauert, dass die Hydrogenaseaktivität bestimmter 

hyp-Mutanten (∆hypB, ∆hybF∆hypA) in vivo durch hohe Konzentrationen von Nickel im 

Medium wiederhergestellt werden kann, was darauf hinweist, dass der pleiotrope Effekt von 

Mutationen in diesen Genen wahrscheinlich durch die unphysiologisch hohen 

Konzentrationen von Nickel chemisch komplementiert werden kann (Jacobi et al., 1992; 

Hube et al., 2002). Dies scheint jedoch nur dann plausibel, wenn der Nickeleinbau erst nach 

dem Eiseneinbau erfolgt. Wie dabei das Eisen in die große Untereinheit inseriert wird und 

welche Proteine daran beteiligt sind, sowie die Frage, ob die niedermolekularen Liganden 

bereits vor Einbau des Eisens in die große Untereinheit an dieses gebunden sind, ist noch 

weitgehend ungeklärt. Nach bisherigen Ergebnissen wird jedoch angenommen, dass das Eisen 

von den akzessorischen Proteinen HypD und HypC bzw. HybG gebunden wird. An dieses 

Eisen werden dann die niedermolekularen Liganden CO und CN angehängt, die, für CN 

mittlerweile mit Sicherheit nachgewiesen, durch die Aktivität des HypF- und HypE-Proteins 

aus Carbamoylphosphat gebildet werden. Das auf diese Weise mit den niedermolekularen 

Liganden bestückte Eisen wird dann auf das Vorläuferprotein übertragen, wobei HypC an der 

großen Untereinheit gebunden bleibt. Der nächste Schritt beinhaltet den Einbau der letzten 

Komponente des Metallzentrums, des Nickels. Dieser wird über die beiden Proteine HypB 

und HypA bzw. HybF vermittelt. Welches Protein nun der eigentliche Nickeldonor ist, ist 

dabei noch nicht geklärt, es ist jedoch bekannt, dass HypB GTPase-Funktion besitzt und es 

wird deshalb angenommen, dass das Nickel von einem der beiden Proteine an die große 

Untereinheit gebracht wird und dass die GTP-Hydrolyse des HypB-Proteins schließlich zu 

einer  Konformationsänderung führt, die die Proteine, ähnlich wie im Fall des 

Elongationsfaktors EF-Tu, abdissoziieren lässt. Der letzte Schritt im Reifungsprozess besteht 

dann einmal in der Abdissoziation von HypC von der großen Untereinheit und die 

nachfolgende Abspaltung eines C-terminalen Peptids durch die spezifische Reifungsprotease, 

was wahrscheinlich eine Konformationsänderung der großen Untereinheit zur Folge hat, 

durch die das Metallzentrum tief ins Innere des Proteins eingebettet wird. Die so gereifte 

Hydrogenaseuntereinheit assoziiert mit der kleinen Untereinheit und wandert an die 

Cytoplasmamembran, an der die Assemblierung mit den anderen Komponenten des FHL-

Komplexes erfolgt (Drapal & Böck, 1998; Magalon & Böck, 2000a; Blokesch & Böck, 2002; 

Maier et al., 1993; Maier et al., 1995; Rossmann et al., 1995; Paschos et al., 2001; Paschos et 

al., 2002; Hube et al., 2002; und unveröffentlichte Daten) .     
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Das besondere Augenmerk dieser Arbeit galt nun diesem letzten Schritt der Reifungskaskade, 

der endoproteolytischen Spaltung der großen Untereinheit nach Fertigstellung des 

Metallzentrums, die schließlich das reife Protein liefert. Rossmann et al. (1995) entdeckten 

mit Aufreinigung der prozessierenden Aktivität von Hydrogenase 3 als erste die diese 

Reaktion katalysierende neuartige Protease HycI. Sie gehört zu den nicht-klassifizierbaren 

Peptidasen, da Sequenzvergleiche mit anderen proteolytischen Enzymen keine Ähnlichkeiten 

zu irgendeiner der bekannten Peptidaseklassen ergaben. PMSF, Benzamidin und EDTA 

beeinträchtigten darüber hinaus die Aktivität des Enzyms nicht (Rossmann et al., 1995). Es 

scheint sich hier also um einen neuartigen Reaktionsmechanismus zu handeln. Einen großen 

Fortschritt zum Verständnis dieser Reaktionsweise lieferte die Aufklärung der Struktur von 

HybD, der spezifischen Protease der Hydrogenase 2 von E. coli (Fritsche et al., 1999). 

 

III. HybD, die spezifische Protease der Hydrogenase 2 von E. coli 

 

HybD ist ein 17,5 kDa großes, monomeres Protein, das ein 15 Aminosäuren langes Peptid 

vom C-Terminus der großen Untereinheit der Hydrogenase 2 von E. coli entfernt. Seine 

Struktur konnte mit einer Auflösung von 2.2 A gelöst werden. Dabei kristallisierte HybD mit 

einem Cd2+-Ion aus dem Kristallisierungspuffer, wobei das Metall durch drei Aminosäuren, 

namentlich Glutamat-16, Aspartat-62 und Histidin-93, sowie einem H2O-Molekül 

pentakoordiniert wird (Abbildung 10). Diese Reste sind unter allen Mitgliedern der Familie 

der Hydrogenase-Reifungsendopeptidasen konserviert. HybD ist aus einem gewundenen β-

Faltblatt-Bündel aus fünf Strängen aufgebaut, welche auf der einen Seite von vier und der 

anderen Seite von drei Helices umgeben sind. Die Topologie ähnelt der von Metzincinen, 

welche zur übergeordneten Familie der Zink-Hydrolasen gehören. Ein Unterschied ist jedoch, 

dass sich die Metallbindestelle in HybD nahe des C-Terminus des β-Faltblatts befindet, 

wohingegen das Zn2+ der Metzincine am Boden einer Spalte eingebettet ist, welche eine obere 

N-terminale Domäne von einer unteren C-terminalen trennt. Darüber hinaus bilden auf der 

einen Seite des Faltblatts von HybD drei Helices eine Spalte aus, in der die Metalliganden 

bereitgestellt werden (Fritsche et al., 1999). 
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a b

 

Abbildung 10: Struktur (a) und Metallbindestelle (b) von HybD ( Fritsche et al., 1999) 

Die rosa Kugel repräsentiert das Cd2+-Ion, die grüne ein Wassermolekül.  

H steht für Helix, S für Faltblatt. 

 

Wie aber wirkt nun diese Protease? Welche Reste des Enzyms sind am 

Reaktionsmechanismus beteiligt und wie erfolgt die Substratbindung? Welche Reste des 

Substrats sind dabei für die spezifische Erkennung durch die Protease entscheidend und durch 

welche Reste der Peptidase wird diese Erkennung gewährleistet? Ist die Erkennung dabei 

sequenz- oder konformationsabhängig? Die Klärung dieser Fragen war das Hauptziel der 

vorliegenden Arbeit.  
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B. MATERIAL UND METHODEN 

 
I. Verwendete Bakterienstämme und Plasmide 

 

Alle in dieser Arbeit verwendeten, bereits existierenden oder neu konstruierten, 

Bakterienstämme und Plasmide sind in den folgenden beiden Tabellen mit ihrem jeweiligen 

Genotyp und der entsprechenden Referenz aufgeführt. Bei den Stämmen handelt es sich um 

Abkömmlinge von E. coli K12.  

 
Tabelle 1: Bakterienstämme 
 
 
 
Stamm      Genotyp            Referenz 
 
 

JM109      F’(traD36 proAB+ lacIq lacZ∆M15) recA1,            Yanisch-Perron et al. (1985) 

endA1, gyrA96, thi-1, hsdR17, relA1, supE44,  

∆(lac-proAB), λ- 

 

DH5α   
      

    

  

 F- (Φ80dlacZ∆M15) recA1, endA1, gyrA96,   Woodcock et al. (1989) 

thi-1, hsdR17, (rK
-mk

+), supE44, relA1, deoR,  

∆(lacZYA-argF)U169 

 

  

 

ΜC4100   F-, araD139, ∆(argF-lac)U169, ptsF25, deoC1, Casadaban und Cohen (1979)

  relA1, flbB5301, rpsL150, λ- 

 

HD700   MC4100, ∆hycA-I       Sauter et al. (1992) 

 

HD705   MC4100, ∆hycE 
  

       Sauter et al. (1992) 

 

  

 

HD707    MC4100, ∆hycG        Sauter et al. (1992) 

 

HD708   MC4100, ∆hycH-I      Sauter et al. (1992) 
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Stamm     Genotyp            Referenz 
 
 

HD709   MC4100, ∆hycI             Binder et al. (1996)   

 

HD708-1       MC4100, "∆hycH"                      K. Eismann 

(unveröffentlicht) 

 

SMP101   MC4100, hypA (ATG → TAA)     Jacobi et al. (1992) 

 

DHP-B   MC4100, ∆hypB        Jacobi et al. (1992) 

 

DHP-C   MC4100, ∆hypC       Jacobi et al. (1992) 

 

DHP-D   MC4100, ∆hypD                         Jacobi et al. (1992) 

 

DHP-E    MC4100, ∆hypE                       Jacobi et al. (1992) 

 

DHP-F2   MC4100, ∆hypF                 Paschos et al. (2002) 

 

∆hycEI           HD709, ∆hycE                 diese Arbeit 

 

DIEM538E    HD709,  hycE mit zwei Punktmutationen     diese Arbeit 

(A1627G, T1628A: Met538 → Glu) 

 

DIEM538D   HD709, hycE mit drei Punktmutationen                 diese Arbeit 

                    (A1627G, T1628A, G1629C: Met538 → Asp) 
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Tabelle 2 : Plasmide  
 
 
 
Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pUI-2     ApR, 747 bp BamHI-Fragment          Theodoratou et al. (2000b) 

          (hycI-‘ascB aus MC4100) in pUC19 

 

pUIN10D   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

      (A28G) 

 

pUID15N   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

                  (G43A) 

 

pUID16N   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   Theodoratou et al. (2000b) 

                      (G46A) 

 

pUIE24Q   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

                       (G70C) 

 

pUID38N   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

       (G112A) 

 

pUIS41A   ApR, pUI-2 mit zwei Punktmutationen in hycI   diese Arbeit 

      (A121G, G122C) 

 

pUID62N    ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   Theodoratou et al. (2000b) 

         (G184A) 

 

pUID62M    ApR, pUI-2 mit drei Punktmutationen in hycI Theodoratou et al. (2000b) 

                        (G184A, A185T, C186G) 

 

pUID65N   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

                        (G193A) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pUIE72Q    ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

           (G214C) 

 

pUIR74E    ApR, pUI-2 mit drei Punktmutationen in hycI  diese Arbeit 

    (C220G, G221A, C222G) 

 

pUID79N   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

       (G235A) 

 

pUID80N    ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

     (G238A) 

 

pUIT88V   ApR, pUI-2 mit zwei Punktmutationen in hycI  diese Arbeit 

          (A262G, C263T) 

 

pUIH90Q    ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   Theodoratou et al. (2000b) 

     (T270A) 

 

pUIN91D   ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

       (A271G) 

 

pUIY96F    ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

 (A287T) 

 

pUIQ114E     ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

                (C340G) 

 

pUIT125V   ApR, pUI-2 mit zwei Punktmutationen in hycI  diese Arbeit 

   (A373G, C374T) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pUIE133Q     ApR, pUI-2 mit einer Punktmutation in hycI   diese Arbeit 

   (G397C) 

 

pUID154-156  ApR, pUI-2 mit 9 bp Deletion vom 3’-Ende     diese Arbeit 

   von hycI her   

 

pSEF2719   CmR, 593 bp BamHI-Fragment      Binder et al. (1996) 

 (’hycE-hycF’ aus MC4100) in pSU2719 

 

pSER537K   CmR, pSEF2719 mit drei Punktmutationen in   diese Arbeit 

  ’hycE (C1624A, G1625A, C1626G) 

 

pSER537A   CmR, pSEF2719 mit zwei Punktmutationen in  diese Arbeit 

  ’hycE (C1624G, G1625C) 

 

pSER537L     CmR, pSEF2719 mit einer Punktmutation in  diese Arbeit 

 ’hycE (G1625T) 

 

pSER537I  CmR, pSEF2719 mit zwei Punktmutationen in  diese Arbeit 

  ’hycE (C1624A, G1625T) 

 

pSER537D   CmR, pSEF2719 mit zwei Punktmutationen in   diese Arbeit 

  ’hycE (C1624G, G1625A) 

 

pSER537E   CmR, pSEF2719 mit drei Punktmutationen in   diese Arbeit 

  ’hycE (C1624G, G1625A, C1626G) 

 

pSEM538A  CmR, pSEF2719 mit zwei Punktmutationen in  diese Arbeit 

  ’hycE (A1627G, T1628C) 

 

pSEM538D   CmR, pSEF2719 mit drei Punktmutationen in diese Arbeit 

  ’hycE (A1627G, T1628A, G1629C) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pSEM538H   CmR, pSEF2719 mit drei Punktmutationen in   diese Arbeit 

  ’hycE (A1627C, T1628A, G1629C) 

 

pSEM538K   CmR, pSEF2719 mit einer Punktmutation in  diese Arbeit 

  ’hycE (T1628A) 

 

pSEM538R   CmR, pSEF2719 mit einer Punktmutation in  diese Arbeit 

  ’hycE (T1628G) 

 

pSEC531-1  CmR, pSEF2719 mit zehn Punktmutationen in   diese Arbeit  

 ’hycE (C1608A, A1622T, C1623A, C1626A,  

 A1627G, T1628G, G1629T, A1630C, C1631T,  

 G1635C) 

 

pSEC531-2   CmR, pSEF2719 mit neun Punktmutationen in   diese Arbeit  

 ’hycE (C1608A, C1623T, C1626A, A1627G,  

 T1628G, G1629T, A1630C, C1631T, G1635C) 

 

pSEC531-3   CmR, pSEF2719 mit dreizehn Punktmutationen   diese Arbeit 

 in ’hycE (C1608A, C1614A, T1617C, A1622T,  

 C1623A, C1626A, A1627G, T1628G, G1629T,  

 A1630C, C1631T, G1635C, C1638A) 

 

pSEC531-4   CmR, pSEF2719 mit fünfzehn Punktmutationen   diese Arbeit 

 in ’hycE (C1608A, C1614A, T1617C, C1620G 

 A1622T, C1623A, C1626A, A1627G, T1628G,  

 G1629T, A1630C, C1631T, G1635C, G1636C,  

 C1638A) 

 

pACE-1   CmR, 2506 bp-Fragment (’hycD, hycE, hycF’)    Theodoratou et al. (2000a) 

 aus pRBE in pACYC184 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pR537K  CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSER537K mit drei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (C1624A, G1625A, C1626G) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pR537H    CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (’hycE-hycF’) aus pSEF-R mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (G1625A, C1626T) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pR537A   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSER537A mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (C1624G, G1625C) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pR537L   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSER537L mit einer  

 Punktmutation in ’hycE (G1625T)  

 in pACE-1 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pR537I    CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSER537I mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (C1624A, G1625T) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pR537D   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSER537D mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (C1624G, G1625A) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pR537E    CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSER537E mit drei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (C1624G, G1625A, C1626G) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pM538A    CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEM538A mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (A1627G, T1628C) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pM538L    CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (’hycE-hycF’) aus pSEF-M mit einer  

 Punktmutation in ’hycE (A1627T)  

 in pACE-1 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pM538D   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEM538D mit drei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (A1627G, T1628A, G1629C) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pM538E     CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (’hycE-hycF’) aus pSEF-M mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (A1627G, T1628A) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pM538H   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEM538H mit drei  

 Punktmutationen in ’hycE  

 (A1627C, T1628A, G1629C) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pM538K   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEM538K mit einer   

 Punktmutation in ’hycE (T1628A)  

 in pACE-1 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pM538R   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment     diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEM538R mit einer   

 Punktmutation in ’hycE (T1628G)  

 in pACE-1 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pACED4   CmR, 471 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (3’-∆12’hycE’, hycF’) aus pSEFD4 in pACE-1 

 

pACED8    CmR, 459 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (3’-∆24’hycE’, hycF’) aus pSEFD8 in pACE-1 

 

pACED12   CmR, 447 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (3’-∆36’hycE’, hycF’) aus pSEFD12 in pACE-1 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pACED16   CmR, 435 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (3’-∆48’hycE’, hycF’) aus pSEFD16 in pACE-1 

 

pACED20   CmR, 423 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (3’-∆60’hycE’, hycF’) aus pSEFD20 in pACE-1 

 

pACED26   CmR, 405 bp EcoRV/BamHI-Fragment     Theodoratou et al. (2000a) 

 (3’-∆78’hycE’, hycF’) aus pSEFD26 in pACE-1 

 

pAC531-1   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment      diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEC531-1 mit zehn  

 Punktmutationen in ’hycE (C1608A, A1622T,  

 C1623A, C1626A, A1627G, T1628G, G1629T,  

 A1630C, C1631T, G1635C) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pAC531-2   CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment      diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEC531-2 mit neun  

 Punktmutationen in ’hycE (C1608A, C1623T,  

 C1626A, A1627G, T1628G, G1629T, A1630C,  

 C1631T, G1635C) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pAC531-3  CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment      diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEC531-3 mit dreizehn  

 Punktmutationen in ’hycE (C1608A, C1614A,  

 T1617C, A1622T, C1623A, C1626A, A1627G,  

 T1628G, G1629T, A1630C, C1631T, G1635C,  

 C1638A) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pAC531-4  CmR, 483 bp EcoRV/BamHI-Fragment      diese Arbeit 

 (’hycE-hycF’) aus pSEC531-4 mit fünfzehn  

 Punktmutationen in ’hycE (C1608A, C1614A,  

 T1617C, C1620G, A1622T, C1623A, C1626A,  

 A1627G, T1628G, G1629T, A1630C, C1631T,  

 G1635C, G1636C, C1638A) in pACE-1  

 (EcoRV/BamHI restringiert) 

 

pMSD705  CmR, 1,5 kb ClaI/ScaI-Fragment aus pMSD105  Sauter et al. (1992) 

 mit BamHI-Linkermolekülen in pMAK705,  

 1642 bp Deletion in hycE   

 

pHR705   CmR,  pMSD705, hycE+ (entstanden durch    Sauter et al. (1992) 

 Rekombination von pMSD705 mit dem  

 E. coli-Chromosom) 

 

pHRM538D   CmR, 576 bp XhoI/Bpu1102I-Fragment     diese Arbeit 

 (‘hycE’) aus pM538D mit drei  

 Punktmutationen in ’hycE’  

 (A1627G, T1628A, G1629C) in pHR705  

 (XhoI/Bpu1102I restringiert) 

 

pHRM538E   CmR, 576 bp XhoI/Bpu1102I-Fragment     diese Arbeit 

 (‘hycE’) aus pM538E mit zwei  

 Punktmutationen in ’hycE’  

 (A1627G, T1628A) in pHR705  

 (XhoI/Bpu1102I restringiert) 

 

pHRM538D   CmR, pHRM538D mit 1526 bp Deletion    diese Arbeit 

-∆EspI     (Bpu1102I-Fragment hycD’, ’hycE) 
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Plasmid     Genotyp         Referenz 
 
 

pHRM538E   CmR, pHRM538E mit 1526 bp Deletion    diese Arbeit 

-∆EspI     (Bpu1102I-Fragment hycD’, ’hycE) 

 

pI     ApR, hycI aus pUI-2 über PCR amplifiziert    diese Arbeit 

  mit flankierenden BamHI-Sequenzen in pUI-2  

  (BamHI restringiert) 

 

pUH-2   ApR, 780 bp BamHI-Fragment            K. Eismann 

  (’hycG-hycH-hycI’) aus pAH-2 in pUC19             (unveröffentlicht) 

 
              

 

II. Medien und Lösungen 

 

Im Folgenden sind verwendete Standardmedien und –lösungen samt Referenzen aufgelistet. 

Unveröffentlichte Lösungen sowie veränderte Zusammensetzungen bzw. Supplemente 

werden genauer beschrieben.  

 

1. Medien 

 

• LB-Medium (Miller, 1972) 

 

• TGYEP-Medium (Begg et al., 1977): Anders als in der Originalanleitung wurde Glucose in 

   einer Endkonzentration von 0,8 % eingesetzt und das Medium zusätzlich mit 30 mM Na- 

   Formiat, 10 µM Na2SeO3 und 10 µM Na2MoO4 versetzt. 

 
• SOC-Medium: 2 % Trypton, 0.5 % Hefeextrakt, 10 mM NaCl, 10 mM MgSO4, 10 mM  

                           MgCl2 

 

Als Antibiotika für Anzuchten plasmidtragender Stämme mit entsprechender Resistenz 

dienten Ampicillin oder Chloramphenicol bzw. beide in jeweils einer Endkonzentration von 

100 µg/ml bzw. 30 µg/ml. Feste Nährböden enthielten 1,5 % Agar zugegeben. 
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2. Lösungen 

 

HQ-1 (Holmes & Quigley, 1981) 

 

HQ-2 (Holmes & Quigley, 1981) 

 

GS-Lösung: 8 M Guanidiniumhydrochlorid, 0.3 M Na-Acetat, pH 7 (Neuhierl, 1998) 

 

Lösung II (Sambrook et al., 1989) 

 

Lösung III (Sambrook et al., 1989) 

 

TAE (Sambrook et al., 1989) 

 

DNA-Auftragspuffer (Sambrook et al., 1989) 

 

TSS-Lösung (Chung et al., 1989) 

 

TES-Lösung (Vogelstein & Gillespie, 1979) 

 

NaI-Lösung (Vogelstein & Gillespie, 1979) 

 

SDS-Probenpuffer (Tabor & Richardson, 1985) 

 

nicht-denaturierender Auftragspuffer (Drapal & Böck, 1998) 

 

Auftragspuffer für Aktivitätsgele: entspricht SDS-Probenpuffer ohne β-Mercaptoethanol 

 

Lösungen für Polyacrylamidgele, in denen Proteine unter denaturierenden Bedingungen 

aufgetrennt werden sollten, wurden nach Angaben von Laemmli  (1970) angefertigt, 

entsprechende Lösungen für die Auftrennung von Proteinen unter nicht-denaturierenden 

Bedingungen wurden nach Anleitung von Drapal & Böck (1998) hergestellt. Der Transfer so 

aufgetrennter Proteine auf Nitrocellulosemembranen zum späteren immunologischen 

Nachweis erfolgte dementsprechend unter denaturierenden Bedingungen unter Verwendung 
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des Blotpuffers nach Schmid & Böck (1981) oder unter nicht-denaturierenden Bedingungen 

mit jenem nach Drapal & Böck (1998).  

 

TBS-T (Amersham LIFE SCIENCE ECL Western blotting protocols) 

 

TBS: wie TBS-T, nur ohne Tween 20 

 

Amidoschwarzlösung: 0.1 % Amidoschwarz, 45 % Methanol, 10 % Essigsäure 

 

Coomassie-Lösung: 0,2 % Serva Blue R-250, 10 % Essigsäure, 30 % Methanol 

 

Entfärber: 30 % Methanol, 10 % Essigsäure 

 

Minimal A Puffer (Miller, 1992  ): 10.5 g K2HPO4, 4.5 g KH2PO4, 1 g (NH4)2SO4,  

                                                        0.5 g Na-Citrat x 2 H2O pro l 

 

Für enzymatische Umsetzungen von DNA wurden die von den entsprechenden Firmen 

mitgelieferten Puffer verwendet. 

 

III. Anzuchten 

 

Aerobe Anzuchten, die meist der Vervielfältigung von Plasmiden, als Übernachtkulturen für 

das Ansetzen von Gastests oder zur Herstellung kompetenter Zellen für Transformationen 

dienten, erfolgten in LB-Medium und wurden entweder in Reagenzgläser 

(Übernachtkulturen, Plasmidvermehrung) in einem Rollodrum-Gerät oder in 

Erlenmeyerkolben auf einem Schüttler (Braun Melsungen) bei 200 U/min bzw. in einem 

temperierbaren Wasserbad (New Brunswick, Modell G76) bei Stufe 6-7 und einer 

Temperatur von 37°C oder 30°C, in Spezialfällen von 44°C, geschüttelt.  

 
Anaerobe Anzuchten zur Untersuchung der Hydrogenaseaktivität und –reifung erfolgten bei 

37°C in Standflaschen, die bis zum Rand mit TGYEP-Medium befüllt waren. Die 

Standflaschen wurden dabei mit halbanaeroben Übernachtkulturen im Verhältnis 1:100 

beimpft. Dabei handelte es sich um 10 ml-Kulturen, die über Nacht in 100 ml-

Erlenmeyerkolben auf einem Schüttler bei 50 U/min und 37°C bewegt worden waren. Dies 

sollte  bei gleichzeitiger guter Durchmischung der Bakteriensuspension zu einer Limitierung 
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der Sauerstoffversorgung und damit zur raschen Adaptation der Zellen an die nachfolgenden 

anaeroben Bedingungen führen.  

 
Die Bebrütung von Bakterien auf festen Nährböden erfolgte über Nacht in Brutschränken bei 

37°C, 30°C oder 44°C. 

 

IV. Physiologische Methoden 

 

1. Test auf Gasbildung 

 

Der unter Anaerobiose bei Formiatgärung durch E. coli gebildete Wasserstoff kann mit Hilfe 

eines in einem mit 10 ml Nährlösung befüllten Reagenzglas befindlichen umgedrehten 

Durham-Röhrchen aufgefangen werden. Auf diese Weise ist es möglich, die Funktionalität 

des Formiat-Hydrogen-Lyase-Komplexes zu überprüfen. Das bei dieser Gärung ebenfalls 

gebildete Kohlendioxid liegt größtenteils im Medium gelöst vor und hat damit keinen Einfluß 

auf die Auswertung. Die verwendete Nährlösung besteht aus LB-Medium, das mit Glucose in 

einer Endkonzentration von 0,8 % versetzt wurde.  So vorbereitete Reagenzgläser wurden mit 

Übernachtkulturen im Verhältnis 1:100 angeimpft und anschließend als Standkulturen 48 h 

bei 37°C inkubiert. Bei Verwendung von Transformanten mit hycI-bzw. hycI-Varianten-

tragenden pUC-Derivaten war es zudem notwendig, die Übernachtkulturen mit 0,2% Glucose 

anzusetzen, um die Expression der in größeren Mengen toxisch wirkenden Protease niedrig 

zu halten.    

 

2. Überschichtungstests 

 

a) Test auf Formiatdehydrogenase H-Aktivität 

 

Wie im Falle des oben beschriebenen Gastests ist es möglich, die Aktivitäten von 

Hydrogenase und Formiatdehydrogenase H semiquantitativ, aber mit dem Vorteil ihrer 

Unterscheidung, auf festen Nährböden nachzuweisen. Der Nachweis erfolgt in Anlehnung an 

einen von Mandrand-Berthelot et al. (1978) beschriebenen Test. Die zu testenden Stämme 

bzw. Transformanten werden auf TGYEP-Agar ausgestrichen bzw. ausplattiert und über 

Nacht aerob bei 37°C bebrütet. Anschließend werden die Platten 48 h unter anoxischen 

Bedingungen in einem Anaerobentopf bei gleicher Temperatur inkubiert. Die aerobe 

Vorinkubation dient dabei dem besseren Wachstum der Kolonien, da bei sofortiger 

Anaerobiose, gerade bei ausplattierten Kulturen, die Kolonien nur langsam anwuchsen und 
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dadurch ein potentieller Unterschied in der Aktivität kaum noch erkennbar war. Die 

anoxischen Verhältnisse werden durch dreimalige Entgasung und Begasung des Topfes mit 

Sticksoff auf einen Druck von 0,6-0,7 bar geschaffen. Höherer Druck hemmt das Wachstum. 

Der Aktivitätsnachweis erfolgt nach Inkubation durch Überschichtung der Platten mit 

Weichagar bestehend aus 0,75 % Agarose, 1 mg/ml Benzylviologen und 17 mg/ml Na-

Formiat gelöst in 25 mM KH2PO4-Puffer, pH 7. Das Benzylviologen wird dabei nach Lösen 

der Agarose und des Na-Formiats in der Mikrowelle und Abkühlen  der so gewonnenen 

homogenen Lösung auf handwarm hinzugegeben und durch vorsichtiges Schütteln oder 

Rühren darin gelöst. Die H2-produzierenden Kolonien erscheinen kurz nach der 

Überschichtung durch Reduktion des Benzylviologens in ihrer sauerstoffärmsten Region, 

dem Kern, violett, die inaktiven bleiben weiß. 

 

b) Test auf Hydrogenaseaktivität 

 

Der Nachweis der Hydrogenaseaktivität erfolgte nach dem gleichen Verfahren wie vorher für 

die Formiatdehydrogenase H beschrieben; die anaerobe Inkubation findet jedoch unter H2-

Atmosphäre statt und der Weichagar für die Überschichtung enthält kein Na-Formiat. 

 

V. Molekularbiologische Methoden 

 

1. Verwendete Oligonukleotide 

 

Die folgende Tabelle listet alle in dieser Arbeit benutzten Oligonukleotide nach ihrem 

Verwendungszweck auf. Eingeführte Basenaustausche sind fett gedruckt und die an dieser 

Stelle in der Originalsequenz vorliegenden Basen sind daneben aufgetragen. Durch die 

veränderte Basenabfolge neu entstandene Restriktionsschnittstellen sind nur dann angegeben, 

wenn sie zu Klonierungszwecken verwendet wurden.  
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Tabelle 3: Oligonukleotide 

 

Verwendung/            Sequenz (5’-3’)                 Original-

Name                                                                                                     sequenz 

 

Einführen von  

Mutationen/ 

Deletionen in hycI                   

 

hycIM1    ATTATCGCCCATCATGCTATTGCCAA        C 

hycIM2   GTTGACAATCAGCAGTCGTGTCG                C 

hycIM3   CATGACAATCAGCAGTCGTGTCG             GTC 

hycIM4   TTGGGTAGTCATCATAAACATCT              A 

hycIM10   ATCGCCAACACAGAGTAAAACGT         T 

hycIM15   ATTGCCCATCATGCTATTGCCAAC          C    

hycIM24   TTGCGCCAGCAGCGGACCTGC                   C 

hycIM38   GTTAATCACCACCCAGTTACCTT             C 

hycIM41   GGCACCGCCGTCAATCACCAC                 CT 

hycIM65   ATTCGTGGCGTCGACAATCAGCA                C 

hycIM72   CTGGCCGGGGTTTAGCCCCAT                    C 

hycIM74   CTCGATCTCGCCGGGGTTTAGC                GCG 

hycIM79   ATTCGGGTCGATGATGCGGATCT             C 

hycIM80   ATTATCCGGGTCGATGATGCGGA                C 

hycIM88   AACCATCATAAACATCTCGGCGA              GT 

hycIM91   GTCATGGGTAGTCATCATAAACATC           T 

hycIM96   GAAATTCAACGGCATGTTATGGGTA           T 

hycIM114   CTCAATGCCGAGGAAAATCACTTC            G 

hycIM125   GACCATCGGGTAGTAAAAGCCGA            GT 

hycIM133   TTGTACCGCATCTTTAATCGGCTG               C 

hycIG1   GGCGCAGGTCCGCTGCTGGCG 

hycIG2   GCCACGGATATGGGGCTAAACCC 

hycIG3   AACATGCCGTTGAATTACCTTAT 

hycIG10   AGCATGATGGGCGATGATGGC 

hycIG15   GATGGCGCAGGTCCGCTGCTG 
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Verwendung/            Sequenz (5’-3’)                 Original- 

Name                                                                                                     sequenz 

 

hycIG24   AAGTGCGCCGCCGCGCCGAAA 

hycIG38   GGCGGTAGCGCACCGGAAAAC 

hycIG41   GCACCGGAAAACGACATCGTCG 

hycIG65   ATGGGGCTAAACCCCGGCGAG 

hycIG72   ATCCGCATCATCGACCCGGATGA 

hycIG74   ATCATCGACCCGGATGATATCGC 

hycIG79   GATATCGCCGAGATGTTTATGATGA 

hycIG80   ATCGCCGAGATGTTTATGATGACTA 

hycIG88   ACCCATAACATGCCGTTGAATTA 

hycIG91   ATGCCGTTGAATTACCTTATCGACC 

hycIG96   CTTATCGACCAGTTGAAAGAAGATAT 

hycIG114   CCGGATATCGTCGGCTTTTACTAC 

hycIG125   CAGCCGATTAAAGATGCGGTAGAA 

hycIG133   ACCGTTTATCAACGACTGGAAGGC 

hycID154-156up  CACCGCTAACTGCGCGAAGCC 

hycID154-156down  TAGTTTTTCATTAAGGAATCAGGACAG 

 

Einführen von  

Mutationen in die 

Schnittstellen- 

sequenz von hycE 

 

hycERD    GTCGTCGGTACAGGAGTAGCAAG                        CG 

hycERL    GAGGTCGGTACAGGAGTAGCAAG                            C 

hycERK    CTTGTCGGTACAGGAGTAGCAAG                         GCG 

hycERE    CTCGTCGGTACAGGAGTAGCAAG         GCG 

hycERI    GATGTCGGTACAGGAGTAGCAAG       CG 

hycERA    GGCGTCGGTACAGGAGTAGCAA        CG 

hycEMD    GTCGCGGTCGGTACAGGAGTAGC                 CAT 

hycEMK    CTTGCGGTCGGTACAGGAGTAGC                            A 

hycEMA    CGCGCGGTCGGTACAGGAGTA       AT 

hycEMR    CCTGCGGTCGGTACAGGAGTAG               A 
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Verwendung/            Sequenz (5’-3’)                 Original- 

Name                                                                                                     sequenz 

 

hycEMH    GTGGCGGTCGGTACAGGAGTAG           CAT 

hycEGR   ATGACCGTGGTCGATGTGCGTAA 

hycEGM    ACCGTGGTCGATGTGCGTAAGAA 

 

Einbau von  

Selenocystein in  

HycE 

 

hycE-Sec1a   GGTCTCGTCGTCGATGTGCGTAAGAAG        ATGAC,   

                                                                                                                    G 

hycE-Sec1b    TCGTACGGTACAGGAGTATCAAGGGTC      G, GT, G 

hycE-Sec2    TCGATCGGTACAGGAGTATCAAGGGTC      G, G, G 

hycE-Sec3a    CGAGGTCTCGTCGTAGATGTGCGTAAGAAGAAG    CATGAC,    

                                   G, C 

hycE-Sec3b    TACGGTGCATGAGTATCAAGGGTCGAGGCTACC     GT, A, G,  

                                                                                                                              G 

hycE-Sec4a    CGAGGTCTCGTCCTAGATGTGCGTAAGAAGAAG    CATGAC,  

                                                                                                                           GG, C 

hycE-Sec4b    TACCGTGCATGAGTATCAAGGGTCGAGGCTACC     GT, G, A,  

                                                                                                                           G, G 

Amplifikation,  

Umklonierung und  

unspezifische  

Mutagenese von hycI 

 

                   BamHI 

hycIa     CGGGATCCGTGACTGACGTTTTACT              keine  

                                                                                                           (Insertion) 

 

                   BamHI 

hycIb     CGGGATCCTACTCTTCTTCCACCG                 keine  

                                                                                                                 (Insertion) 
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Verwendung/            Sequenz (5’-3’)                 Original- 

Name                                                                                                     sequenz 

 

Amplifikation von  

hycE 

 

hycE-5’     ATGTCTGAAGAAAAATTAGGTCA 

hycE-3’    CCTTATTTCAGCGGCGAGTTTTT      

 

Sequenzierungs- 

oligonukleotide 

 

reverse     AGCGGATAACAATTTCACACAGGA 

uni         GTAAAACGACGGCCAGT 

hycE1    CGCGGATCCTGGATAACCTGCCGGGTG 

 
 

 

2. Plasmidpräparationen 

 

Zur Präparation besonders sauberer Plasmid-DNA für Sequenzierungen wurden Kits wie der 

High Pure Plasmid Isolation Kit von Roche, der NucleoSpin Plasmid Isolation Kit von 

Macherey-Nagel oder der Plasmid Isolation Kit von Pharmacia  entprechend den 

mitgelieferten Anweisungen verwendet, wobei sogenannte Minipräparationen, also 

Präparationen von Plasmid-DNA in kleinem Maßstab, für den oben erwähnten Einsatz in 

Sequenzierungen vollkommen ausreichend waren. Ansonsten erfolgte die Isolierung kleiner 

Mengen Plasmid-DNA aus 1,5 ml Übernachtkulturen entweder nach der Methode von 

Holmes und Quigley (1981) oder nach einer von Neuhierl (1998) modifizierten Version 

dieser. 

 
Bei Verwendung von „low-copy“ Plasmiden war es andererseits häufig nötig, größere 

Anzuchten anzusetzen, um für nachfolgende Reaktionen genügend Material zu besitzen. Aus 

diesem Grund wurden von den gewünschten Transformanten in 1 l-Erlenmeyerkolben über 

Nacht 200 ml Kulturen angezogen. Die Isolierung der Plasmide erfolgte dann nach einer von 

Neuhierl (1998) vorgenommenen Abwandlung der in Sambrook et al. (1989) beschriebenen 

Methode der alkalischen Lyse. 
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3. Amplifikation und Mutagenese von Genen mittels PCR 

 

a) Einfache Vervielfältigung von Genen  

 

Die ursprüngliche Verwendung der Polymerasekettenreaktion (PCR) zur bloßen 

Amplifikation von DNA diente der spezifischen Vervielfältigung eines Gens zu 

Umklonierungszwecken, wobei 1 ng saubere Plasmid-DNA als Matrize verwendet wurde. In 

allen anderen Fällen wurde diese Art der PCR zur Untersuchung erfolgreich eingeführter 

Deletionen oder Insertionen in das Chromosom genutzt. Neben den Plasmidkonstrukten, 

wurde die hierbei sonst als Matrize dienende chromosomale DNA auch durch direkten 

Einsatz ganzer Zellen einer Kolonie in den Reaktionsansatz und 5minütiges Erhitzen des 

Ansatzes auf 94°C gewonnen. Die Zellen wurden dadurch zerstört und die DNA wurde in 

den Ansatz freigesetzt. Als amplifizierendes Enzym dienten 3 Units Taq-Polymerase pro 

Ansatz. Des weiteren enthielten sie 200 µM jedes dNTPs, 200 nM jedes Oligonukleotids und 

den von den Herstellern für die Taq-Polymerase empfohlenen Puffer. Angefertigt wurden 50 

µl- bzw.  25 µl-Ansätze, welche zum Amplifikationsprozess in einem Biometra Personal 

Cycler oder einem Perkin Elmer Cycler einem Temperaturprogramm unterzogen wurden. 

Dieses bestand neben den vorher beschriebenen 5 min 94°C im Wesentlichen aus einem 

1minütigen Denaturierungsschritt der DNA bei 94°C, 2 min Annealing, wobei die gewählte 

Annealingtemperatur dem Mittelwert der Tm-Werte der beiden eingesetzten Oligonukleotide 

entsprach, und einem Extensionsschritt bei 72°C, wobei die Extensionsdauer 1 min pro 1 kb 

der zu amplifizierenden DNA betrug. Diese drei Schritte wurden 30-mal wiederholt, wobei 

die Extensionszeit pro Zyklus um 2 sec verlängert wurde. Bei Verwendung des Perkin Elmer 

Cyclers war aufgrund eines fehlenden Heizdeckels als Schutz vor Verdunstung bei 

Durchlaufen des Temperaturprogramms eine vorherige Überschichtung der Proben mit 75 µl 

Mineralöl vonnöten. Nach Beenden des Programms wurden die Reaktionsansätze auf 4°C 

abgekühlt und, im Falle der Umklonierung, wurde das amplifizierte Fragment zur 

Weiterverarbeitung über den Quiagen PCR Purification Kit gereinigt. Die anderen Ansätze 

wurden zur Überprüfung der chromosomalen Genaustausche direkt auf ein Agarosegel 

aufgetragen. 

 

b) Gerichtete Mutagenese 

 

Zur gezielten Einführung von Mutationen bzw. Deletionen in ein Gen wurde die von Ochman 

et al. (1988) etablierte inverse PCR verwendet. Die dabei in entgegengesetzter Richtung 



 44

orientierten Primer ermöglichen es durch ihre Hybridisierungsposition im Plasmid, Bereiche 

von Inserts auszusparen und damit Deletionen einzuführen. Darüber hinaus können durch 

Basenaustausche in den Oligonukleotiden gezielt Punktmutationen gesetzt werden. Einfache 

Religation  des so veränderten Vektor-Insert-Konstrukts führt dann wieder zu einem Plasmid 

mit dem entsprechenden Genotyp.  

 Die Amplifikation der DNA wurde in diesen Fällen in einem Volumen von 

100 µl durchgeführt, die Zusammensetzung der Reaktionsansätze stimmte jedoch mit der 

oben  beschriebenen überein, lediglich die Konzentration der Oligonukleotide wurde auf 600 

nM erhöht und an Stelle der Taq-Polymerase wurde unter Verwendung des entsprechenden 

Puffers die Pfu-Polymerase benutzt. In allen Fällen wurde gereinigte Plasmid-DNA 

eingesetzt und die Ansätze wurden dem unter 3a beschriebenen Standardprogramm 

unterzogen; einzige Veränderung war die Erhöhung der  Extensionsdauer auf 2 min pro 1 kb 

der zu amplifizierenden DNA, da die Polymerisation eines neuen DNA-Stranges durch die 

hier verwendete Pfu-Polymerase wesentlich langsamer vonstatten geht. Die PCR-Produkte 

wurden dann über den Quiagen PCR Purification Kit von überschüssigen Nukleotiden, 

Primern, Enzym und anderen Unreinheiten befreit und zur weiteren Aufreinigung in einem 

Agarosegel aufgetrennt.   

 

c) Unspezifische Mutagenese 

 

Die unspezifische Mutagenese von Genen mittels PCR erfolgte nach einem auf den 

Methoden von Leung et al. (1989) und Cadwell und Joyce (1992) basierenden Protokoll von 

Clontech (1999). Dabei werden PCR-Reaktionen unter Bedingungen angesetzt, unter denen 

die Genauigkeit des Nukleotideinbaus herabgesetzt ist. Diese Bedingungen werden durch 

Variation der Mn2+- bzw. dGTP-Konzentration in verschiedenen Ansätzen erreicht. Je nach 

eingesetzter Konzentration der beiden Komponenten können unterschiedlich viele 

Mutationen in ein Gen eingeführt werden. Die Mutationsrate ist also abhängig von den 

Konzentrationen dieser beiden Komponenten. So kann durch anfängliche Erhöhung der 

Mn2+-Konzentration bis auf 650 µM die Mutationsrate statistisch gesehen bis auf 4,6 

Mutationen pro 1000 bp erhöht werden; eine weitere Erhöhung der Mn2+-Konzentration führt 

jedoch zu keiner weiteren Erhöhung der Mutationsrate, sie kann jetzt aber durch Steigerung 

der dGTP-Konzentration auf bis zu 200 µM nochmal auf 8 Mutationen/1000 bp angehoben 

werden. Werden noch höhere Mutationsraten gewünscht, können diese durch Durchführen 

weiterer solcher PCR-Zyklen mit verdünnten Aliquots der Ansätze des ersten 

Mutagenisierungdurchlaufs erreicht werden (Shafikhani et al., 1997). Der Vorteil gegenüber 



 45

chemischen Methoden besteht also, außer in der Verwendung nicht-toxischer Substanzen, vor 

allem in der präzisen Kontrolle der Mutationsrate, da durch den kontrollierten Einsatz einer 

bestimmten Menge der oben erwähnten Komponenten nur eine bestimmte, statistisch 

bekannte Anzahl von Mutationen in ein Gen eingeführt werden kann. Außerdem ist die 

Bandbreite der potentiell eingeführten Mutationen wesentlich größer als bei der chemischen 

Mutagenese, da, anders als bei Verwendung chemischer Mutagene, keine Spezifität für eine 

bestimmte Art von Substitution besteht (Fromant et al., 1995). Darüber hinaus konzentrieren 

sich die unter Verwendung der PCR kreierten Mutationen nicht nur auf einen bestimmten 

Bereich der gesamten DNA-Sequenz, wie dies oft bei der chemischen Mutagenese der Fall ist 

(Botstein & Shortle, 1985).  

 Zur praktischen Durchführung wurden 50 µl-Ansätze angefertigt, deren 

Zusammensetzungen der unter 3a) beschriebenen entsprachen, jedoch variierte die dGTP-

Konzentration im Gegensatz zur konstanten Konzentration der anderen dNTPs, je nach 

Ansatz und gewünschter Mutationsrate, zwischen 40 µM und 200 µM und das unter 

Standardbedingungen sonst nicht verwendete Mn2+ wurde in Form von MnSO4 in 

Konzentrationen von 0 µM bis 640 µM eingesetzt. Als DNA-Matrize diente saubere Plasmid-

DNA. Das verwendete Temperaturprogramm entsprach dem unter 3a) beschriebenen. Die 

weitere Aufreinigung der so erhaltenen PCR-Fragmente erfolgte, wie unter 3b) angegeben, 

über den Quiagen PCR Purification Kit und Auftrennung in einem Agarosegel. 

 

4. 5’-Phosphorylierung, 5’-Dephosphorylierung, Restriktion und Ligation 

 

Primer, die in PCR-Reaktionen eingesetzt wurden, wurden vorher mit Hilfe der 

Polynukleotidkinase phosphoryliert, um, nach Aufreinigung der entsprechenden Fragmente, 

diese sofort ligieren zu können. Für die Reaktion wurden die Anweisungen des 

Enzymherstellers befolgt, wobei die Ansätze am Ende zur Denaturierung der 

Polynukleotidkinase 15 min auf 75°C erhitzt wurden. Für den Einsatz in die verschiedenen 

PCR-Reaktionen war keine weitere Aufreinigung nötig. 

 Zur Vermeidung von Religation linearisierter Vektoren wurden die 5’-Enden 

durch Einsatz der Alkalischen Phosphatase dephosphoryliert.  Auch hier wurde nach 

Angaben des Enzymherstellers vorgegangen. Im Anschluß wurden die Ansätze entweder 

über den Quiagen PCR Purification Kit gereinigt oder, wenn eine Aufkonzentrierung 

erwünscht war, einer Phenolextraktion und LiCl/Ethanol-Fällung, wie sie bei Holmes und 

Quigley (1981) beschrieben ist, unterzogen. 
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 Ligationen und Restriktionen wurden ebenfalls nach Anweisungen der 

Enzymhersteller durchgeführt, wobei Ligationen meist in einem Volumen von 10 µl oder 20 

µl über Nacht inkubiert wurden. Für die folgende Transformation mittels Elektroporation war 

es zur Entfernung von Salzen nötig die Ligationsansätze einer Butanolfällung zu unterziehen. 

Die Proben wurden dafür mit 1 ml Butanol versetzt und solange geschüttelt bis eine 

homogene Emulsion entstanden war. Diese wurde dann 5 min bei 13 000 x g zentrifugiert, 

der Überstand wurde abgenommen und der Niederschlag mit 600 µl 80 % Ethanol 

gewaschen. Nach nochmaliger 5-minütiger Zentrifugation und vollständiger Entfernung des 

Überstandes wurden die Proben getrocknet und in 10 µl H2Obid aufgenommen.  

 Kleine Restriktionsansätze (20 µl) wurden nach Inkubation direkt auf ein 

Agarosegel aufgetragen, größere Ansätze (200 µl-500µl) wurden zuvor ebenfalls einer 

LiCl/Ethanol-Fällung unterzogen. 

 

5. Auftrennung von DNA in Agarosegelen 

 

Die Auftrennung von DNA zu analytischen oder präparativen Zwecken fand in TAE-

gepufferten, zur Sichtbarmachung der DNA unter UV mit 100 µg/ml Ethidiumbromid 

versetzten Agarosegelen statt. Dabei variierte die verwendete Agarosekonzentration je nach 

Verwendungszweck und aufzutrennenden Fragmentgrößen zwischen 0,7 und 1,5 %. Zur 

Auftrennung besonders kleiner Fragmente (< 300 bp) wurde Spezialagarose (Biozym Small 

DNA) in einer Konzentration von 3-4 % eingesetzt. Als Laufpuffer diente TAE, dem bei 

Bedarf ebenfalls 100 µg Ethidiumbromid zugesetzt wurden. Die Proben wurden vor Auftrag 

auf das Gel mit 1/10 Volumen DNA-Auftragspuffer versetzt und wenn nötig wurde als 

Größenvergleich ein geeigneter Längenstandard (Gibco BRL oder MBI) mit aufgetragen. Die 

für die elektrophoretische Auftrennung verwendete Spannung betrug 90 V. 

 

 6. Aufreinigung von DNA aus Agarosegelen 

 

Die Isolierung von DNA aus Agarosegelen erfolgte entweder über Glasmilch nach der 

Methode von Vogelstein und Gillespie (1979) oder mit Hilfe des Quiagen Gel Extraction Kits 

unter Befolgung der beigefügten Anleitung. 
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7. DNA-Sequenzierung 

 

Die Sequenzierung von DNA erfolgte nach dem Prinzip der Kettenabbruchmethode von 

Sanger et al. (1977), jedoch wurden an Stelle von radioaktivem α-[35S]ATP 

fluoreszenzmarkierte Didesoxynukleotide eingesetzt. 0,7 µg sauberer Plasmid-DNA wurde 

hierfür mit der vom Hersteller empfohlenen Menge sogenannten „Premixes“, welcher 

dNTPs, ddNTPs, Polymerase und Puffer enthält, und 5 pmol des jeweiligen 

Sequenzierungsoligonukleotids vermischt und einem ebenfalls vom Hersteller empfohlenen 

Temperaturprogramm unterzogen. Die Amplifikationsreaktion fand dabei in einem Biometra 

Personal Cycler oder einem Perkin Elmer GeneAmp 2400 statt, wobei das Volumen der 

Reaktionsansätze 20 µl betrug. Nach Beendigung des Programms wurden die Ansätze nach 

einer vom Sequenatorhersteller vorgegebenen Anleitung weiterbehandelt, die eine Reinigung 

und Fällung der Polymerisationsprodukte beinhaltete. Das Präzipitat wurde später in einer 

Formamidlösung aufgenommen und 5 min bei 95°C hitzedenaturiert. Die Auftrennung der so 

erhaltenen DNA-Fragmente und die Datenauswertung erfolgten entweder über einen 

Sequenator des ABI PRISM 377-Systems oder über einen Kapillarsequenzierer des Typs ABI 

PRISM 310. 

 

VI. Genetische Methoden 

 

1. Transformationen 

 

Zur Transformation einfacher Plasmide in Zellen wurde nach der Methode von Chung et al. 

(1989) verfahren. Bei Transformationen von Ligationen wurde jedoch die Methode der 

Elektroporation nach Fiedler und Wirth (1988) vorgezogen. Die Zellen wurden dabei zuvor, 

wie unter Sambrook et al. (1989) beschrieben, mit 10 % Glycerin vorbehandelt. Für die 

Transformation selbst wurden 2,5 µl bis 3 µl der Ligationsansätze eingesetzt und nach 

erfolgter Elektroporation wurden die Zellen zur phänotypischen Expression in 1 ml SOC-

Medium bei entsprechender Temperatur inkubiert. Die Inkubationsdauer richtete sich dabei 

nach dem zu exprimierenden Resistenzgen und betrug bei 37°C im Falle einer 

Ampicillinresistenz 1 h, im Falle einer Chloramphenicolresistenz 2 h. Bei Verwendung von 

pMAK700-Derivaten mit temperatursensitivem Replikon erfolgte die phänotypische 

Expression bei 30°C und die Expressionszeit wurde verdoppelt. 
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2. Einführen von Deletionen bzw. Mutationen in das Chromosom 

 

Zur Einführung von Deletionen oder Mutationen in chromosomale Gene kam die Methode 

von Hamilton et al. (1989) zum Tragen.  

 

3. Unspezifische Mutagenese mittels EMS 

 

Für die unspezifische Mutagenese mit Ethylmethansulfonat (EMS) wurden die Anweisungen 

von Miller (1992) befolgt. EMS ist ein alkylierendes Agens, das an verschiedenen Positionen 

von Basen eine Ethylgruppe anfügt. Die am häufigsten auftretende Modifikation stellt dabei 

die Alkylierung der O6-Position des Guanins dar, was gezielt zu Fehlpaarungen führt, die in 

G:C→A:T Transitionen enden. EMS besitzt somit eine gewisse Spezifität für bestimmte 

Basensubstitutionen. Zur praktischen Durchführung wurden die entsprechenden Stämme mit 

dem zu mutagenisierenden Plasmid wie im Protokoll angegeben angezogen und mit Minimal 

A Puffer gewaschen. Anschließend erfolgte die Zugabe von 30 µl unverdünntem EMS und 

eine 1-stündige Inkubation bei 37°C unter langsamen Schütteln (50 U/min). Das Mutagen 

wurde dann ausgewaschen und die so behandelten Zellen zur Segregation und Expression 

veränderter Phänotypen aerob über Nacht in LB-Medium bei 37°C inkubiert. Verdünnungen 

der Übernachtkulturen wurden dann auf TGYEP-Platten ausplattiert und mittels des 

Überschichtungstests auf mutante Phänotypen in der Hydrogenaseaktivität hin durchsucht. 

 

VII. Biochemische Methoden 

 

1. Herstellung von Zellysaten 

 

Für die Herstellung von Zellysaten wurde jeweils 1 ml einer anaerob gewachsenen Kultur mit 

einer OD600 von 1 abzentrifugiert (5 min 13000 x g) und das Sediment in 100 µl SDS-

Probenpuffer aufgenommen. Die so erhaltene Zellsuspension wurde zur vollständigen Lyse 

der Zellen und Denaturierung der Proteine 15 min auf 95°C erhitzt.   

 

2. Anfertigung von Rohextrakten (S13-Extrakten) 

 

Zur Anfertigung von Rohextrakten wurden 150 ml- oder 250 ml-Anzuchten in TGYEP-

Medium anaerob bis zu einer OD600 von 1 angezogen, geerntet und im folgenden wie bei 

Theodoratou et al. (2000a) beschrieben weiterbehandelt. Der dort aufgeführte Puffer A, in 
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den die Zellen nach der Ernte gewaschen und vor Aufbruch resuspendiert wurden, wurde 

wahlweise durch einen Waschpuffer bestehend aus 50 mM Tris/Cl pH 7,5 und einem aus 50 

mM Tris/Cl pH 7.5, 1 mM DTT, 0.5 mM EDTA, 20 µg/ml DNase und 20 µg/ml PMSF 

bestehenden Aufbruchpuffer ersetzt. Je nach Weiterverwendung folgte entweder eine 2-

malige Passage der French-Press-Zelle bei 84 MPa (S100, P100) oder eine einmalige bei 118 

MPa (S13 für Enzymtests oder Gelelektrophorese). Alle Schritte wurden bei 4°C 

durchgeführt. 

 

3. Präparation von S100- und P100-Fraktionen 

 

Die Präparation von S100- und P100-Extrakten erfolgte gemäß Theodoratou et al. (2000a). 

Auch hier wurden alle Schritte bei 4°C durchgeführt. 

 

4. Bestimmung der Proteinkonzentration 

 

Die Proteinkonzentration von Extrakten wurde nach der Methode von Whitaker und Granum 

(1980) durch Messung der Absorption bei 235 nm und 280 nm bestimmt. 

 

5. Auftrennung von Proteinen in Polyacrylamidgelen 

 

Die Auftrennung von Proteinen fand in 10 % oder 15 % Polyacrylamidgelen statt. Unter 

denaturierenden Bedingungen wurde dabei gemäß dem Protokoll von Laemmli (1970) 

verfahren und in SDS-Polyacrylamidgelen bei Raumtemperatur und einer Spannung von 150 

V aufgetrennt, wobei entweder Zellysate (6 –10 µl) oder Extrakte (30-40 µg Protein) 

verwendet wurden. Bei Verwendung von Extrakten wurden diese zuvor mit SDS-

Probenpuffer versetzt und 5 min bei 95°C erhitzt.  

 Unter nicht-denaturierenden Bedingungen erfolgte die Auftrennung nach 

Drapal & Böck (1998) unter Verwendung von SDS- und β-Mercaptoethanol- bzw. DTT-

freien Lösungen bei 4°C und 100 V. Aufgetragen wurden je nach Bedarf  S13- (30 µg-500 µg 

Protein) oder S100-Extrakte (30 µg-1,5 mg Protein), die zuvor mit nicht-denaturierendem 

Auftragspuffer versetzt worden waren; die Proben wurden nicht erhitzt.  
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6. Enzymtests 

 

a) Bestimmung der Formiatdehydrogenase H-Aktivität 

 
Die quantitative Bestimmung der Formiatdehydrogenase H-Aktivität erfolgte in Anlehnung 

an die von Sawers et al. (1985) beschriebene Methode der formiatabhängigen 

Benzylviologenreduktion. Dazu wurden Rohextrakte wie unter VII.2. angegeben angefertigt, 

wobei der Zentrifugationsschritt nach Aufbruch der Zellen zur Gewinnung des S13-Extraktes 

auf 10 min verkürzt wurde und der Überstand möglichst großzügig in 10 ml-Serumgläschen 

überführt wurde. Diese wurden anschließend durch sofortiges mehrfaches Ent- und Begasen 

mit N2 anaerob gemacht, wobei unter optimierten Bedingungen die Begasung immer 30 sec 

erfolgte, während die Entgasung von anfangs 30 sec über 5 min auf 10 min gesteigert wurde. 

Begonnen wurde dabei zuerst mit einer 30-sekündigen Begasung bei 0,6 – 0,7 bar, die dann 

von der ersten Entgasung abgelöst wurde usw.; der letzte Schritt bestand wieder in der 

Begasung der Extrakte, die diese schließlich in einer sauberen N2-Atmosphäre hinterließ. 

Höherer Druck als der hier angegebene war dabei zu vermeiden, da dies die Enzyme 

schädigte. Die Extrakte wurden während der ganzen Prozedur auf Eis inkubiert und während 

der Begasung mehrmals vermischt, um das Gas gleichmäßig zu verteilen, bzw. während der 

Entgasung kräftig geschüttelt, um die Suspension vollständig von Restsauerstoff zu befreien. 

Bevor mit der Messung begonnen wurde, folgte noch eine jeweils 30-minütige Inkubation auf 

Eis und bei Raumtemperatur, um den beim Aufbruch der Zellen und der Weiterbehandlung 

der Extrakte teilweise zerfallenen Enzymkomplex sich wieder assemblieren zu lassen. Die 

gemessene Gesamtaktivität war dann wesentlich höher, so dass Aktivitätsunterschiede 

leichter erkennbar und vergleichbar waren. Die Enzymaktivität wurde schließlich in mit 2 ml 

100 mM Na-Phosphat-Puffer pH 7,2 und 4 mM Benzylviologen versetzten luftdicht 

verschließbaren 4 ml-Küvetten bestimmt, die zuvor auf die gleiche Weise wie die Extrakte 

bei Raumtemperatur unter anaerobe Bedingungen gebracht worden waren. Nach 

Vorreduktion des Benzylviologens durch tropfenweise Zugabe von 10 mg/ml Na2S2O4, 

Einspritzen von 3 µl des zu messenden Extraktes und stabiler Grundextinktion wurde die 

Reaktion durch Injektion von Na-Formiat in einer Endkonzentration von 24 mM als Substrat 

gestartet. Gemessen wurde die enzymabhängige Extinktionszunahme bei 600 nm, die infolge 

der Übertragung von Elektronen vom Donor Formiat auf den Akzeptor Benzylviologen 

stattfindet. Mit Hilfe der gemessenen Extinktionsänderung/min x ml, des 

Extinktionskoeffizienten von Benzylviologen (7400 M-1 cm-1), des Volumens der Küvette 

und der Probe sowie der nach Whitaker und Granum (1980) ermittelten Proteinkonzentration 

des Extraktes war es dann möglich die spezifische Enzymaktivität zu berechnen.  
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b) Bestimmung der Aktivität der Hydrogenasen 1, 2 und 3 

 

Die Vorgehensweise bei der Vorbereitung und Behandlung der Rohextrakte sowie der 

Küvetten zur Bestimmung der Gesamtaktivität der Hydrogenasen 1, 2 und 3 war die gleiche 

wie die für die Bestimmung der Formiatdehydrogenase H beschriebene, jedoch erfolgte die 

Begasung der Küvetten mit H2, der nun als Elektronendonor diente, und die Reaktion wurde 

ohne Vorreduktion mit Zugabe des Extraktes gestartet. 

 

VIII. Immunologische Methoden 

 

1. Immunoblotanalysen 

 

Der Transfer von Proteinen aus Polyacrylamidgelen auf Nitrocellulosemembranen erfolgte 

unter denaturierenden wie nicht-denaturierenden Bedingungen prinzipiell auf die gleiche 

Weise und mit den gleichen Lösungen und Puffern in einer Naßblot-Kammer für 1 h bei 90 

V. Der unter nicht-denaturierenden Bedingungen verwendete Blotpuffer enthielt jedoch kein 

Methanol (Drapal & Böck, 1998; s. II.2.). Die Absättigung der Membranen erfolgte mit 5 % 

Magermilch in TBS während die folgenden Waschschritte und die Inkubation mit den 

jeweiligen primären und dem sekundären Antikörper (Protein A-Horseradish Peroxidase 

Conjugate, Biorad) in TBS-T durchgeführt wurden. Zur Verringerung unspezifischer 

Reaktionen der Antikörper wurde diesen noch 0,5 % Magermilch in den Puffer zugesetzt (A. 

Magalon, persönliche Mitteilung). Zur Detektion der gesuchten Protein-Banden kam das 

"Lumi-Light Western Blotting Substrate" von Roche zum Einsatz. 

 

2. Absättigung von Antikörpern 

 

Um unspezifische Nebenreaktionen von Antikörpern mit anderen Proteinen in Extrakten 

weitgehend zu vermeiden, reichte der oben beschriebene Einsatz von 0,5% Magermilch im 

Puffer alleine oft nicht aus. Deshalb wurden von anaerob angezogenen, die entsprechenden 

Antigene missenden Deletionsmutanten S13-Extrakte hergestellt, mit denen die 

entsprechenden Antiseren dann abgesättigt wurden. Je nach Antikörper mussten dabei 

unterschiedliche Konzentrationen des betreffenden Rohextraktes eingesetzt werden, mit 

welchem das entsprechende Antiserum letztlich vermischt und 30 min bei 37°C inkubiert 

wurde. Es folgte eine weitere Inkubation bei 4°C über Nacht. Die sich in dieser Zeit 

gebildeten Präzipitate wurden durch Zentrifugation (20 min 13000 x g) bei 4°C von der jetzt 
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sauberen Antikörperfraktion abgetrennt. Bei einigen Antikörpern wie α-HycH und α-HypA  

war es darüber hinaus nötig, diese zuvor noch durch drei aufeinanderfolgende 

Ammoniumsulfatfällungen anzureichern; im Falle von HypE genügten die Fällungen zum 

Erhalt sauberer Antikörper, eine weitere Absättigung war nicht mehr notwendig (Piepersberg 

et al., 1975). Für die Weiterverwendung in der Immunoblot-Analyse wurden die 

verschiedenen Antikörper in unterschiedlichen Verdünnungen eingesetzt (Tabelle 4). Dabei 

genügte es im Falle von Western Blots unter denaturierenden Bedingungen die Membranen 

mit den Antikörpern der entsprechenden Verdünnung 1 h zu inkubieren, im Falle von 

Immunoblots unter nicht-denaturierenden Bedingungen war für den Erhalt guter Signale 

meist eine Inkubation über Nacht erforderlich.  

 

Tabelle 4: Verdünnungen und Absättigung verwendeter Antikörper 

    

Antiserum  Verdünnung   zur Absättigung       Endkonzentration des zur 

                                                       verwendeter Stamm   Absättigung eingesetzten  

                                                                                            Rohextrakts 

 
α-HypA    1:500               SMP101     20 mg/ml 

α-HypB   1:2000               DHP-B      20 mg/ml 

α-HypC   1:500       DHP-C                         30 mg/ml 

α-HypD   1:500                   DHP-D        30 mg/ml 

α-HypE   1:500           -                   - 

α-HypF   1:1000                 -                    - 

α-HycE   altes Serum:     HD705                                    17,5 mg/ml 

 1:1000 1 h 

                       1:2000 ÜN  

 
                         neues Serum:                 -                  - 

 1:400 1 h      

                         1:500 ÜN 

α-HycG   1:500      HD707     10 mg/ml 

α-HycH   1:600     HD708-1      15 mg/ml 

α-HycI    1:1000    HD709       10 mg/ml    
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IX. Radioaktive Markierung von Proteinen 

 

1. in-vivo Inkorporation von 63Ni 

 

Die Überprüfung des Nickeleinbaus in Hydrogenasen erfolgte mittels in-vivo Inkorporation 

von 63Ni nach Theodoratou et al. (2000). Dazu wurden anaerobe 250 ml-Anzuchten in 

TGYEP-Medium mit 150 nM 63Ni (spezifische Aktivität: 190 µCi/µl) versetzt. Es folgte die 

Präparation von S100-Extrakten und die Auftrennung der Proteine über eine nicht-

denaturierende PAGE. Die Gele wurden getrocknet und 1 Monat lang auf einem Tritium-

Screen exponiert. Die Auswertung erfolgte im PhosphoImager. 

 

2. in-vivo Inkorporation von 75Se 

 

Zur Untersuchung eines möglichen Selenocysteineinbaus in mutante Formen von HycE, der 

großen Untereinheit der Hydrogenase 3, wurden anaerobe 10 ml-Kulturen in TGYEP 

(Standkulturen in verschließbaren Reagenzgefäßen aus Plastik) angesetzt. Bei Erreichen einer 

OD600 von 0,5 wurden diese mit 100 µg/ml Cystein supplementiert, um den unspezifischen 

Einbau von Selenocystein über den Cystein-Stoffwechsel zu reduzieren (Müller et al., 1997), 

und mit 1µM [75Se]-Na2SeO3 (spezifische Aktivität: 1 µCi/µmol) versetzt. Die Kulturen 

wurden dann bis zu einer OD600 von 1 weiterangezogen. Aus 1 ml jeder Kultur wurden 

schließlich Zellysate hergestellt, die einer SDS-PAGE unterzogen wurden. Die getrockneten 

Gele wurden über Nacht auf einem Phospho-Screen exponiert und am folgenden Tag mit 

Hilfe des PhosphoImagers ausgewertet. 

 

X. Datenverarbeitung   

 

Autoradiogramme wurden mit dem Programm ImageQuant (Version 1.2, Molecular 

Dynamics, Krefeld) ausgewertet. Die anschließende Bildbearbeitung erfolgte mit Hilfe des 

Programms Adobe Photoshop 2.5. Das selbe Programm wurde auch zur Bearbeitung von 

Chemoluminogrammen nach Einlesen mit einem Scanner bei einer Auflösung von 600 dpi 

(UMAX Astra 4000U) verwendet. Die Quantifizierung von Banden in 

Chemoluminogrammen erfolgte mit einem Densitometer (Molecular Dynamics, Krefeld). 

Diagramme wurden unter Verwendung des Programms Sigma Plot (Jandel Scientific Version 

1.02) angefertigt. Die Suche nach Proteinen mit Ähnlichkeit zur Sequenz von HycH erfolgte 

mittels BLAST-Suche nach dem Algorithmus von Altschul et al. (1997) über  Internet am 
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National Institute of Health (http://www.ncbi.nlm.nih.gov.), Sequenzvergleiche wurden mit  

dem   Programm   MegAlign (Version 0.97) erstellt und DNA-Analysen mit dem Programm 

Geneworks 2.5 (IntelliGenetics Inc.) durchgeführt. Zur Konstruktion von SECIS-Elementen 

kamen die Programme DNASIS und Mulfold zum Einsatz. Zur Darstellung von 

Metallzentren wurde das Programm ChemSketch (Advanced Chemistry Development Inc., 

Version 4.02) verwendet. Die Darstellung von Modellen erfolgte mittels der 

Graphikprogramme Microsoft Power Point 2000 und Canvas (Version 8.0). 

 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
     
 
    
 



 68

M - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - I L V L G - I G N I L W A D E G F G V R V V E Majority

10 20 30 40 50

M T D - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - V L L C V G N S M M G D D G A G P L L A E1 HycI E. coli
M S - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - E Q R V V V M G - L G N L L W A D E G F G V R V A E1 HyaD E. coli
M - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - R I L V L G - V G N I L L T D E A I G V R I V E1 HybD E. coli
M P T S S Q - - - - - - - - - - - - - - - - - - D N R I L V L G - I G N I L W A D E G F G V R A V E1 HupD B.japonicum
M P A F K P - - - - - - - - - - - - - - - - - - E - R V L V L G - I G N V L W A D E G F G V R C V E1 HupD R. capsulatus
M T A P N - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - I L I L G - I G N L L W A D E G F G V R C V E1 HoxM A. vinelandii
M - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - V V A M G - I G N V L W A D E G F G V R C I E1 HoxM R. eutropha
M N E T M K A E I E S Q D D E L F D L T P S Y L K K E I M V L A C - G N I L F A D D G F S V H V I E1 FhrD M. janashii
M - - - - - - - - - - - - - - - - - - - P G Y L N K E I L V L G C - G N I L F G D D G F G Y H M I K1 FrcD M. voltae
M - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - I T V L G - I G N I L L S D E G L G V R T V E1 A. aeolicus
M R V - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - V I C C I G N E L K G D D A F G I L V Y E1 P. abyssi

R L N - - - E R Y - F - - P D N V E L L D G G T Q G L Y L L G H I E E A D - - - - K L I I F D A I D Majority

60 70 80 90 100

K C A A A P - - - - - - - K G N W V V I D G G S A P E N D I V A I R E L R P T R - - L L I V D A T D25 HycI E. coli
R L Y - - - A H Y H W - - P E Y V E I V D G G T Q G L N L L G Y V E S A S - - - - H L L I L D A I D28 HyaD E. coli
A L E - - - Q R Y I L - - P D Y V E I L D G G T A G M E L L G D M A N R D - - - - H L I I A D A I V25 HybD E. coli
E F H - - - R R Y A V - - P D N V T I L D G G T Q G L Y L V N Y L E E A D - - - - R L I V F D A I D32 HupD B.japonicum
R M A - - - E T H A L - - P A N V R L L D G G T Q G L Y L L P F L E E A E - - - - A L I V F D A V D31 HupD R. capsulatus
L L N - - - E R Y R F - - P D G V R L M D G G T Q G I Y L V Q H V Q Q A D - - - - C L I V F D A V D28 HoxM A. vinelandii
T L Q - - - Q R Y Q F - - A P Q V C L V D G G T Q G L Y L I H H V Q A A S - - - - R L L I F D A I D24 HoxM R. eutropha
K L N K I L T D - - - K E K Q K I A L V D A G A G A P Q Q V L T L I D E N S K T K K I I V V D V I D50 FhrD M. janashii
R L N E L K E Q Y P I L N S E K I Q L I D A G T G A F S L Y F I I N R W R T P L K K I V I A D I I D31 FrcD M. voltae
E L Q - - - R R Y E F - - P E N V K V L D G G T L G I D L L Y H I E G T E - - - - K L L I I D A V L24 A. aeolicus
R L K Y I I - - - - - - - K D K A I I I N C G N V P E N Y L G K I I N A N P D L - - V I L V D A V H25 P. abyssi

Y G L E - P G T L K I I R D E E V P A F L G A K K M S L H Q T G L Q E V L A L A E L L G D Y P K E V Majority

110 120 130 140 150

M G L N - P G E I R I I D P D D - - - I A E M F M M T T H N M P L N Y L I D - - Q L K E D I - G E V66 HycI E. coli
Y G L E - P G T L R T Y A G E R I P A Y L S A K K M S L H Q N S F S E V L A L A D I R G H L P A H I69 HyaD E. coli
S K K N A P G T M M I L R D E E V P A L F T N K - I S P H Q L G L A D V L S A L R F T G E F P K K L66 HybD E. coli
Y G L E - P G R L K L V R D D E V P R F T G A K K M S L H Q T G F Q E V I S A A D L L G R C P K H L73 HupD B.japonicum
F G F T - P G T L V T M R D D D V P A F M G A K K M S L H Q T G F Q D V I A T A Q L M G Y C P S R M72 HupD R. capsulatus
Y G L A - P G T L K I V R D D E V P R F M G A K R M S L H Q T G F Q D V L A L A A F S G A Y P R E L69 HoxM A. vinelandii
Y G L P - P G T L R I I E D E A V P K F L G A K K M S L H Q T G F Q E V L L L A Q L T G Q Y P Q Q V65 HoxM R. eutropha
W G I K - P G E I K I I E K D E L P N - P K Y H R L D S H D W P L A P L L R - - E V A E K Y N I E V97 FhrD M. janashii
Y G L E - P G T L K K L C V E D I P N L P K Y H - V D A H D M P L A G M L R - - E I N D D Y G I E I81 FrcD M. voltae
G G K K - P G T F Y K I K N E N V K K Y F K S K - V S M H E L G I Q E V L A L L E V L E K P I K E I65 A. aeolicus
F G G K - V G E L V I V D P E E - - T L G E A F - - S T H S L P L K F L T R - - F I K E N T N A K V66 P. abyssi

V L I G C Q P E S L E D - G G S L T P E V S E Q I E P A V E K A V A Q L A E W G V E V - - - - A - - Majority

160 170 180 190 200

I F L G I Q P D I V - - - - - G F Y Y P M T Q P I K D A V E T V Y Q R L E G W E G N G G - - - - - -109 HycI E. coli
A L V G L Q P A M L D D Y G G S L S E L A R E Q L P A A E Q A A L A Q L A A W G I V P Q P A N E - -118 HyaD E. coli
T L V G V I P E S L E P H I G - L T P T V E A M I E P A L E Q V L A A L R E S G V E A I P R E A I -115 HybD E. coli
V L I G C Q P L D L E D W G G P L T P P V R D Q I A P A I D L A C Q V L A E W G V T V S R R S A P I122 HupD B.japonicum
T L I G C Q P V E L E D Y G G S L R P A V A G Q I D F A I A E A V R E L R A W G I E V T K - G A T I121 HupD R. capsulatus
L L I G V Q P E E L E D F G G S L R E P V R A Q L E P A L R V A L E F L A E R G V V A A A R D G D -118 HoxM A. vinelandii
V L I G C Q P E E L E D Y G G S L R R V M K A A V E D A V E K G A D L L R R W G G M P V P R T A E L114 HoxM R. eutropha
K V V G C Q A K Y I S E - - P D V Y I G L S E E V E K A V D K A V E I I - - - - - - - - - - - - - -143 FhrD M. janashii
V V I G C Q Q K R V T A - - P D I L L E L S E E V T N S I D D A V K M V - - - - - - - - - - - - - -127 FrcD M. voltae
V V L G L E P K S L E V S T E - L T P E I Q E K I P L L V E E A L S Q L K E W G V E V K E K S H E -113 A. aeolicus
L L L G C Q P R S V - - - - - E F L G E V S E E V K E S V E K A V N Y I - - - - - - - - - - - - - -109 P. abyssi

- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - D D Majority

210 220 230 240

- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - F A Q L A V E E E148 HycI E. coli
- - - S R C L N Y D C L S M E N Y E G V R L R Q - - - Y R M T Q E - - - - - - - - E Q G166 HyaD E. coli
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - H D163 HybD E. coli
W R S P S R L L A N D I D H A N Y E M - R P - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - A172 HupD B.japonicum
- - - S N D L V D P S L A R D A Y E R G R P S E D E A C R I G D H R F F P S A A K V R A170 HupD R. capsulatus
- - - A E R L A P A P L A L G R Y E A G R P A E E L A Y R H G D I R F I P Q Q P L E D D167 HoxM A. vinelandii
- A P A E A V T V P H L A L D R Y E A E R P S P R A A C R I G D E R F M P Q - - - - D L164 HoxM R. eutropha
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - L R E L - - R G D177 FhrD M. janashii
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - V D E L - - - - N161 FrcD M. voltae
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - Q C161 A. aeolicus
- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - I K L L H N S V140 P. abyssi

 

 

Abbildung 16: Vergleich der Aminosäuresequenzen von Reifungsproteasen 

ausgewählter Organismen. Rote Sterne kennzeichnen die Reste der Metallbindestelle, grüne 

Sterne Reste mit gleicher Ladung. Identische Reste sind durch gelbe Kästen markiert. 
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Die Konstruktion der entsprechenden HycI-Varianten erfolgte wie unter C.I.1. beschrieben.  

 

1. Charakterisierung der HycI-Varianten auf Substratbindung und Katalyse 

 

a) Gasbildung und enzymatische Aktivität der Hydrogenasen 1, 2 und 3 

 

Tabelle 6 fasst die im Test auf die Gasbildungsfähigkeit der entsprechenden HycI-Varianten 

erhaltenen Ergebnisse zusammen und zeigt, dass erstaunlicherweise keine der eingeführten 

Mutationen größere Auswirkungen auf die Aktivität des Enzyms hat. In der nachfolgend 

durchgeführten genaueren Aktivitätsbestimmung waren zwischen den einzelnen Mutanten 

zwar Unterschiede in der Gesamtaktivität zu bemerken, welche jedoch nicht gravierend waren 

(Abbildung 17). Lediglich vier Austausche zeigten etwas stärkere Auswirkungen, die 

Austausche von Aspartat-68 gegen Asparagin, von Serin-41 gegen Alanin, von Aspartat-65 

gegen Asparagin und von Threonin-125 gegen Valin. Ob es sich dabei um einen direkten oder 

indirekten Effekt auf die Aktivität handelt, bleibt noch offen.  

Die Messung der Formiatdehydrogenase H-Aktivität ergab zwischen den Mutanten die 

gleichen Unterschiede wie die Bestimmung der Hydrogenaseaktivität, allein die Messwerte 

selbst waren aus den unter C.I.2b) genannten Gründen insgesamt höher (Daten nicht gezeigt).  

Um auch hier die vorhandene Prozessierungsaktivität der HycI-Varianten direkt an der 

Prozessierung des Substrats nachzuweisen, wurden Immunoblotanalysen mit α-HycE-

Antikörpern durchgeführt. 
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Tabelle 6: Gasbildung in den die mutanten HycI-Formen tragenden Transformanten 

 

Stämme/Transformanten   Gasbildung

MC4100                                 ++++

HD709                                        -

HD709/pUI-2                          ++++

HD709/pUID15N                   ++++

HD709/pUIE24Q                       ++++

HD709/pUID65N                     ++++

HD709/pUIE72Q                        ++++

HD709/pUIR74E                      ++++

HD709/pUID79N                      ++++

HD709/pUID80N                       ++++

HD709/pUIN91D                         ++++

HD709/pUIY96F                            ++++

HD709/pUIQ114E                        ++++

HD709/pUIT125V                         ++++

HD709/pUIE133Q                     ++++

HD709/pUID154-156                 ++++

HD709/pUIN10D                        ++++

HD709/pUID38N                        ++++

HD709/pUIS41A                          ++++

HD709/pUIT88V                           ++++

 
- kein Gas; ++++ viel Gas 
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Abbildung 17: Hydrogenaseaktivität der die HycI-Varianten tragenden 

Transformanten. Die Säulen stellen die Mittelwerte von sechs unabhängigen Messungen 

dar, die eingezeichneten Balken geben die Standardabweichung wieder. Als Kontrollen 

dienten die Stämme MC4100 (wt) und HD709 (∆hycI) sowie die Transformante HD709/pUI-

2 (∆hycI/wt).  

 

b) Prozessierung von prä-HycE 

 

Die Ergebnisse der Immunoblotanalysen sind in Abbildung 18 wiedergegeben. Wie aus den 

Aktivitätsbestimmungen zu erwarten, liegt die große Untereinheit der Hydrogenase 3, unter 

Berücksichtigung des bereits angesprochenen stöchiometrischen Missverhältnisses, das sich 

aus der Benutzung eines Plasmidsystems ergibt, in allen Mutanten prozessiert vor. 
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Abbildung 18: Immunologische Untersuchung der Reifung von HycE in den HycI-

Varianten tragenden Transformanten. Als Kontrollen dienten die Stämme MC4100 (wt) 

und HD709 (∆hycI) sowie die Transformante HD709/pUI-2 (∆hycI/wt). Die beiden Pfeile 

kennzeichnen jeweils die unprozessierte (Pfeil 1) bzw. prozessierte (Pfeil 2) Form von HycE. 

 

Eine Beteiligung eines dieser Reste an der Reaktion der Endopeptidase kann damit 

ausgeschlossen werden, da in einem solchen Fall, der durch Elektronenverschiebungen 

gekennzeichnet ist, ein stärkerer Effekt des Austausches erwartet werden müsste. Eine 

mögliche Rolle in der Substratbindung kann jedoch nicht eindeutig von der Hand gewiesen 

werden, da diese sicherlich von mehr als einem Rest abhängig ist. Die Immunoblotanalysen 

zeigten keine auffallenden Unterschiede in der Prozessierungsaktivität der verschiedenen 

HycI-Varianten, wenn auch die Aktivitätsmessungen einige Mutanten als weniger aktiv  

auswiesen. In den folgenden immunologischen Untersuchungen sollte deshalb das 

Laufverhalten der verschiedenen HycI-Varianten im nicht-denaturierenden Gelsystem studiert 

werden. Ein drastisch verändertes Wanderungsverhalten der entsprechend weniger aktiven 

Proteasevarianten könnte ein Hinweis auf einen strukturellen Defekt liefern.  
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2. Wanderungsverhalten der HycI-Varianten im nicht-denaturierenden Gelsystem 

 

Abbildung 19 zeigt das Laufverhalten der verschiedenen HycI-Varianten nach Auftrennung 

und Blotten von Rohextrakten der entsprechenden anaerob angezogenen Transformanten 

unter nicht-denaturierenden Bedingungen und Detektion der HycI-Signale unter Verwendung 

von HycI-Antikörpern. In den meisten Fällen ist, wenn überhaupt, nur ein leicht verschobenes 

Laufverhalten zur Wildtypform zu beobachten. Dies wird mit Sicherheit in erster Linie von 

der durch die eingeführte Mutation bedingten Ladungsverschiebung abhängen und nur 

zweitrangig die Folge einer möglichen Konformationsänderung darstellen. Wenn bei gleichen 

Austauschen an unterschiedlichen Stellen manchmal ein etwas voneinander abweichendes 

Laufverhalten zu verzeichnen ist, muss es wohl strukturellen Unterschieden zugeschrieben 

werden (Vergleich der Aspartat nach Asparagin-Austausche: D15N, Abb. 18A (4) und D38N, 

Abb. 18C (18) mit D65N (6) und D79N (9) in Abb. 18A, sowie D80N, Abb. 18B (10); der 

Asparagin nach Aspartat-Austausche: N91D, Abb. 18B (11) mit N10D, Abb. 18C (17) und 

der Glutamat nach Glutamin-Austausche untereinander: E24Q (5) und E72Q (7) in Abb. 18A 

mit E133Q, Abb. 18B (15)). Lediglich in drei Fällen ist ein stark abweichendes Laufmuster 

bzw. sogar das Auftauchen zweier unterschiedlicher HycI-Formen in ein und derselben Probe 

zu erkennen. So in der Variante D15N, deren langsamer wandernde HycI-Bande jener in den 

vorher aufgeführten Varianten D16N und H90Q entspricht. Diese Form ist auch in 

Wildtypzellen zu beobachten (Magalon et al., 2001) und deshalb möglicherweise ein natürlich 

vorkommendes Reifungs-Intermediat. Ebenfalls zwei unterschiedliche Konformere sind im 

Fall der Variante T125V ( Abb. 18B (14)) zu beobachten. Die langsamer wandernde Bande 

weist dabei zu der schneller wandernden den gleichen Abstand auf wie die Bande 2 der 

Varianten D15N, D16N und H90Q; das ganze Laufmuster scheint nur etwas nach oben 

verschoben worden zu sein und wird seine Ursache sicherlich in einer Kombination aus 

Ladungs- und Konformationsänderung haben. Anders dagegen die Variante R74E ( Abb. 18A 

(8)), welche nur eine einzige, sehr langsam wandernde HycI-Bande liefert. Die 

Ladungsänderung ist dabei nicht gravierend, das aberrante Laufverhalten ist in diesem Fall 

wohl durch eine Konformationsänderung bedingt. 
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Abbildung 19: Wanderungsverhalten der HycI-Varianten D15N (4), E24Q (5), D65N (6), 

E72Q (7), R74E (8), D79N (9), D80N (10), N91D (11), Y96F (12), Q114E (13), T125V 

(14), E133Q (15), D154-156 (16), N10D (17), D38N (18), S41A (19), T88V (20) im nicht-

denaturierenden Gelsystem. Als Kontrollen dienten MC4100 (1), HD709 (2) und 

HD709/pUI-2 (3). 

 

Insgesamt konnte keine Korrelation zwischen den Abweichungen im Laufverhalten der 

mutanten HycI-Formen und den gemessenen Aktivitätsunterschieden erkannt werden. 

Darüber hinaus waren auch keine Komplexe mit anderen Proteinen zu beobachten (Daten 

nicht gezeigt), so dass davon ausgegangen werden muss, dass die eingeführten Mutationen 

trotz teilweise starker Konformationsänderungen der resultierenden Proteasevarianten zu 

keiner größeren Beeinflussung der Substratbindung und der Aktivität des Enzyms führten. 
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Aus Sequenzvergleichen konnte somit leider kein Schluss auf die Beteiligung bestimmter 

Aminosäurereste an der Spaltungsreaktion gezogen werden. Auch die Frage nach der 

Substratbindung bleibt weiterhin offen. Auf direktem Wege war das Problem also nicht zu 

lösen, doch möglicherweise konnte auf indirekte Art über die Suche nach Suppressormutanten 

dem Ziel nähergekommen werden. Zu diesem Zweck war es jedoch nötig, zuerst inaktive, 

unprozessierte Substratvarianten zu konstruieren. Aus diesem Grund folgte zuerst eine 

detaillierte Mutationsanalyse der Schnittstellenregion von HycE. 

 

 

III. Mutationsanalyse der C-terminalen Spaltung von prä-HycE 

 

Die C-terminale Spaltstelle der großen Untereinheit verschiedener [NiFe]-Hydrogenasen 

(Abbildung 20) weist eine gewisse Konserviertheit des Ladungsmusters der Aminosäuren auf. 

Der am reifen Enzym verbleibende Rest ist immer basisch, in den allermeisten Fällen ein 

Histidin, während der mit dem C-Terminus abgespaltene Rest meistens unpolar ist. Dies 

könnte auf eine Funktion dieser Reste bei der Erkennung durch die Protease oder sogar auf 

eine mögliche Beteiligung an der Spaltreaktion selbst hindeuten. Bereits in früheren 

Mutagenesestudien (Mintz-Weber, 1996) an HycE konnte gezeigt werden, dass der Austausch 

des C-terminal gelegenen Restes der Schnittstelle, Methionin, gegen ein Glutamat in einer 

inaktiven Mutante resultierte, während der Austausch Methionin gegen Leucin und der 

Austausch des N-terminalen Schnittstellenrestes Arginin gegen Histidin keinen Einfluß 

hatten. Um die Bedeutung der Aminosäurereste der Schnittstelle genauer zu erfassen, sollten 

deshalb neben der ausführlichen Charakterisierung dieser bereits vorhandenen Mutanten 

weitere Substitutionen durchgeführt werden. 
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