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1 Einleitung

1.1 Riboflavin

Riboflavin (Vitamin B2) ist in Form der Flavocoenzyme FMN und FAD an vielen

elektronenübertragenden Prozessen in Zellen beteiligt (Müller, 1992). Dabei ist das reversible

Redoxsystem des Isoalloxazin-Ring-Systems (Abb.1.1) der eigentlich chemisch aktive Teil

des Flavinmoleküls. Der Chinonzustand der oxidierten Form kann über einen Semichinon-

zustand zum entsprechenden Hydrochinonzustand reduziert werden. Daher können Flavine

sowohl an zahlreichen 1-Elektronen- als auch 2-Elektronen-Transferprozessen beteiligt sein

(Massey, 2000).

Abb. 1.1: Riboflavin und seine Coenzymformen FMN und FAD.

Darüber hinaus spielen Flavine eine wichtige Rolle bei einigen Nicht-Redox-Prozessen, wie

der DNA-Photoreperatur (Sancar, 1994), der Biolumineszenz mariner Mikroorganismen

(Lee, 1985; O’Kane et al., 1992), der Blaulichtrezeption in Pflanzen (Briggs et al.,1999) und

der lichtabhängigen Synchronisation zeitlich gesteuerter Rythmen (Cashmore et al., 1999).

Riboflavin wird von Pflanzen und vielen Mikroorganismen hergestellt, während Vertebraten

und andere höhere Organismen auf eine externe Versorgung mit dem Vitamin über die

Nahrung angewiesen sind (Müller et al., 1988). Wiederkäuer sind in der Lage, das von ihrer

Darmflora erzeugte Vitamin B2 aufzunehmen. Hauptquelle für die menschliche Ernährung
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sind Gemüse und Milch. Die empfohlene tägliche Dosis für Vitamin B2 beträgt 1.8 mg

(Kraut, 1960). Obwohl Flavocoenzyme im menschlichen Stoffwechsel eine essentielle Rolle

spielen, sind Mangelerscheinungen, die auf unzureichende Versorgung mit Riboflavin

zurückzuführen sind, wie Stromatitis, Dermatitis und hypochrome Anämie (Foy et al., 1977),

nur selten zu beobachten (Bacher et al., 2000). 

Viele humanpathogene Mikroorganismen (z.B. Enterobacteriaceae) sind zwingend auf die

endogene Riboflavinsynthese angewiesen, da sie das Vitamin bzw. die davon abgeleiteten

Coenzyme aufgrund fehlender Transportsysteme nicht aus dem umgebenden Milieu

aufnehmen können. Daher könnten sich Inhibitoren für Enzyme der Riboflavinbiosynthese

als potentielle Antibiotika eignen.

Riboflavin wird industriell in großen Mengen als Additiv für die Futter- und

Nahrungsmittel-Industrie produziert. Biotechnologische Fermentationsverfahren haben hier

die klassische organische Synthese weitgehend abgelöst (Bacher et al., 2000). Dabei wurden

ursprünglich Stämme eingesetzt, die bereits von Natur aus mehr Riboflavin produzieren als

sie für ihren Stoffwechsel benötigen (Demain, 1972). Zwei große Hersteller bedienen sich

heute Fermentationsverfahren mit dem Ascomyceten Ashbiya gossipii (BASF) und dem gram

positiven Bakterium Bacillus subtilis (DSM). Das fortschreitende Verständnis der

Riboflavinbiosynthese in Mikroorganismen führte in den letzten 50 Jahren zu einer stetigen

Verbesserung dieser industriellen Prozesse. 

1.2 Riboflavinbiosynthese

Die Aufklärung des Riboflavin-Biosyntheseweges war über fünf Jahrzehnte Gegenstand

intensiver Forschungen und wurde in zahlreichen Übersichtsartikeln zusammengefasst (Plaut

et al., 1961; 1974; Brown et al., 1963; 1975; 1982; 1987; Young, 1972; Bacher et al., 1975;

1996; 2000; 2001). Schon 1952 konnte McLaren zeigen, dass die Riboflavinproduktion von

Eremothecium ashbyii durch Zugabe von Purin-Derivaten zum Kulturmedium stimuliert

werden kann. Durch zahlreiche Einbauexperimente wurde in den folgenden Jahren bewiesen,

dass Riboflavin aus einem Purin gebildet wird. Die Bestimmung von Guanin als genauen

Purinvorläufer gelang Bacher und Mailänder (1973). Die Ribitylseitenkette des Riboflavins

stammt aus dem Riboserest des Guanosins (Mailänder und Bacher, 1976). Foor und Brown

(1975 und 1980) sowie Shavlovsky et al. (1976 und 1980) konnten zeigen, dass der direkte
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Vorläufer der Riboflavinbiosynthese Guanosin-5’-triphosphat ist. Später wurde ermittelt,

dass der Xylolring des Riboflavinmolküls aus zwei unsymmetrischen C4-Einheiten aufgebaut

wird, die sich vom Ribulose-5-phosphat als Vorstufe ableiten (Bacher et al., 1983; Volk und

Bacher, 1988; 1990). Die beiden Vorläufermoleküle aus dem Nukleotid-Stoffwechsel bzw.

dem Pentosephosphatweg, GTP und Ribulose-5-phosphat, sind im Verhältnis 1:2 am Aufbau

eines Riboflavinmoleküls beteiligt.

Abbildung 1.2 fasst die einzelnen Schritte der Riboflavinbiosynthese zusammen. Nach

Isolierung der GTP-Cyclohydrolase II (a) aus Escherichia coli (Foor und Brown, 1975)

konnte gezeigt werden, dass dieses Enzym den Imidazolring von GTP (1) öffnet und das

Kohlenstoffatom C-8  als Formiat sowie anorganisches Pyrophosphat von der 5’-Position

abspaltet. Das Produkt 2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat (2) wird

an Position 2 hydrolytisch desaminiert und die Ribosylseitenkette in einer NADPH

abhängigen Reaktion zum Ribitylrest reduziert. In Eubakterien ist die Reaktion der

Pyrimidin-Desaminase (b) der erste Schritt vor der anschließenden Reduktase-Reaktion (c)

(Burrows und Brown, 1978). In Hefen erfolgt zunächst die Reduktion des Zuckers und

danach erst die Desaminierung (Bacher und Lingens, 1970; Hollander und Brown, 1979;

Nielsen und Bacher, 1981). Die Reihenfolge der Reaktionsschritte in Pflanzen und Archaea

war zu Beginn dieser Arbeit noch unbekannt.

Das gemeinsame Intermediat 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1,3H)-pyrimidinon-5’-phosphat

(5) wird auf bisher unbekanntem Wege dephosphoryliert und reagiert unter dem katalytischen

Einfluß der 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthase (e) mit 3,4-Dihydroxy-2-butanon-

4-phosphat (8) zu 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin (9) (Neuberger und Bacher, 1986; Kis et al.,

1995).  Der zweite Reaktionspartner wird, wie bereits erwähnt, in einer ungewöhnlichen, von

der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase (d) katalysierten, intramolekularen

Umlagerungsreaktion aus Ribulose-5-phosphat (7) erzeugt, wobei das C-4 Atom als Formiat

abgespalten wird. (Volk und Bacher, 1988; 1990).
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Abb. 1.2: Riboflavinbiosynthese. a: GTP-Cyclohydrolase II, b: Pyrimidin-Desaminase, c:
Ribosyl-Reduktase, d: 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase, e: 6,7-Dimethyl-8-
ribityllumazin-Synthase, f: Riboflavin-Synthase 
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Die Lumazinsynthase aus B. subtilis ist eine Hohlkugel mit Ikosaedergeometrie und einem

Molekulargewicht von ca. 1 MDa, die als Dodekamer von pentameren Untereinheiten

beschrieben werden kann (Schott et al., 1990a; 1990b). Im Inneren dieser Hohlkugel kann

sich ein Trimer von Untereinheiten der Riboflavin-Synthase (f) befinden, an welche die

Produkte der Lumazin-Synthase in einem als substrate channeling beschriebenen Prozess

weitergegeben werden (Kis und Bacher, 1995). Die Riboflavinsynthase katalysiert die

Reaktion zweier Moleküle 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin in antiparalleler Anordnung, wobei

die Kohlenstoffatome 6, 6α, 7 und 7α des einen Moleküls auf das andere übertragen werden

und somit den Xylol-Ring des Riboflavins (10) aufbauen (Plaut, 1960; 1963; Wacker et al.,

1964; Beach und Plaut, 1970). Neben Riboflavin entsteht bei dieser Reaktion auch das

Intermediat 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (6), welches für die Synthese

eines weiteren Lumazinmoleküls regeneriert wird.

Sowohl Pflanzen und Mikroorganismen, die selbst in der Lage sind Riboflavin zu

produzieren, als auch andere Organismen, die wie der Mensch Riboflavin als Vitamin

benötigen, müssen dieses noch in die aktiven Coenzymformen FMN (Riboflavin-

5’-phosphat, Flavinmononukleotid) sowie FAD (Flavinadenindinukleotid) (Abb. 1.1) um-

wandeln. Flavokinasen katalysieren die ATP abhängige Phosphorylierung von Riboflavin an

seiner 5’-Position. In einem zweiten Schritt wird das FMN-Molekül über eine Phospho-

diesterbrücke mit einer AMP-Einheit verknüpft, welche durch Pyrophosphatabspaltung aus

ATP hervorgeht. Dieser Schritt wird von einer FAD-Synthase katalysiert. In tierischen

Zellen, Hefen und Pflanzen werden beide Reaktionen durch zwei getrennte Enzyme

katalysiert, während bakterielle Mikroorganismen bifunktionelle Enzyme mit Flavokinase

und FAD-Synthase Aktivität besitzen (Bacher, 1991).

1.3 Isotopmarkierung

Die essentielle Bedeutung der vom Vitamin B2 abgeleiteten Flavocoenzyme für alle

Organismen besteht in ihrer zentralen Rolle in der Redox-Biochemie und in einigen Nicht-

Redox-Prozessen. Die Eigenschaften der Flavincofaktoren können allerdings durch die

Proteinumgebung in einem spezifischen Flavoprotein über einen weiten Bereich beeinflusst

werden. Die Beobachtung des Zustands von Flavocoenzymen durch verschiedene

physikalische Techniken ist daher entscheidend für die mechanistische Analyse von

Flavoproteinen.
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Die NMR-Spektroskopie wurde bereits extensiv für mechanistische Studien an Flavo-

proteinen genutzt (Müller, 1992; Müller und Moonen, 1982; Vervoort  et al., 1986; Fleisch-

mann et.al., 2000; Salomon et al., 2001). Dieser Ansatz erfordert die Markierung des Flavin-

cofaktors mit Stabilisotopen um die Selektivität und Sensitivität der NMR-Detektion zu

erhöhen. Die Stabilisotopmarkierung kann auch als Grundlage für zeitaufgelöste Infrarot- und

Raman-Spektroskopie von Flavoproteinen dienen und substantielle Beiträge zu Elektronen-

spinresonanz Experimenten liefern, die kernspinsensitive Methoden wie ENDOR benutzen

(Kurreck et al., 1984; Edmondson, 1985; Martinez et al., 1997; Kay et al., 1999; Morris und

Bienstock, 1986; Murgida et al., 2001; Weber et al., 2001a; Nishina et al., 1998).

Im Idealfall stehen dafür eine Reihe von Proteinproben zur Verfügung, welche verschiedene

an spezifischen Positionen isotopmarkierte Flavocoenzyme enthalten. In der Literatur wurden

zwar einige synthetische Verfahren zur Herstellung von Riboflavin-Isotopologen

beschrieben, aber die Produktion einer hinreichenden Bibliothek von Isotopologen ist äußerst

mühsam und zeitaufwendig (Van Schagen und Müller, 1981; Vervoort  et al., 1986;

Sedlmaier et al., 1987).

Im Rahmen dieser Arbeit sollten die bisherigen Methoden zur Synthese isotopmarkierter

Flavine um einen enzymatischen bzw. enzym-assistierten Ansatz erweitert werden. Beide

Vorstufen der Riboflavinbiosynthese, GTP und Ribulose-5-phosphat, lassen sich auf

enzymatischem Wege, über die Verwendung einer ganzen Reihe kommerziell erhältlicher

isotopmarkierter Glukosemoleküle als Substrate, in markierter Form herstellen (Bracher et

al., 1998; Tolbert und Williamson, 1997; Bouhss et al., 1995; Römisch, 2000; Wong et al.,

1980; Volk und Bacher, 1991; Richter et al., 1997).

Die benötigten Enzyme der Riboflavinbiosynthese, des Pentosephosphatweges und des

Nukleotid-Stoffwechsels sollten mit hohen Ausbeuten in rekombinanten E. coli Stämmen

exprimiert werden. Für eine schnelle unkomplizierte Reinigung größerer Mengen dieser

Enzyme war die Expression als Fusionsprotein mit "His-tag" oder Maltosebindeprotein

wünschenswert. Über eine anschließende Parallelsynthese-Strategie sollten verschiedene

Flavin-Isotopologe über einfache Multikomponenten Multienzym Reaktionen aus

verschieden markierten Glukosemolekülen auf schnellem Wege und ohne Isolierung von

Zwischenprodukten zugänglich gemacht werden. Dieses äußerst variable Konzept erlaubt

außerdem durch Weglassen einzelner Enzyme sämtliche Intermediate der Riboflavin-

biosynthese in Form von isotopologen Verbindungen herzustellen. Diese sollten als Substrate
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für detaillierte mechanistische Untersuchungen an den nachfolgenden Enzymen der Ribo-

flavinbiosynthese oder auch anderer Stoffwechselwege, wie dem Pentosephosphatweg oder

der Folatbiosynthese eingesetzt werden.

Der spektroskopischen Charakterisierung der Flavin-Isotopologen sollten in enger

Kooperation mit anderen Mitgliedern des Arbeitskreises Untersuchungen zur Wechsel-

wirkung des jeweiligen Cofaktors mit verschiedenen Apoproteinen folgen. Als Beispiele

hierfür seien genannt: Die für die Phototaxis von Pflanzen verantwortliche LOV2-Domäne

des Phototropins, die für die DNA-Reperatur von Thymindimeren verantwortliche

DNA-Photolyase, die Flavokinase aus Schizosaccharomyces pombe, die Idi2 als ein Enzym

des alternativen Terpenbiosyntheseweges, sowie das Lumazinprotein, welches die

Fluoreszenz der Luziferase in marinen Bakterien moduliert und 6,7-Dimethyl-8-ribityl-

lumazin als Cofaktor bindet. 
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2 Material und Methoden

2.1 Material

2.1.1 Geräte

Sorvall Superspeed RC2B, RC5B und RC5B Plus mit den RotorenKühlzentrifugen

1600 series FTIR (Perkin Elmer, Norwalk, USA)IR-Spektrometer

Autosampler AS-100 (Biorad, München), HPLC-Pumpe K-1001

und UV-Vis Filter-Photometer mit 254 nm Filter (Knauer, Berlin),

Einkanalschreiber REC 101 (Pharmacia, Freiburg), Reversed Phase

Säulen (Schambeck, Bad Honnef)

HPLC-Anlage

TECHNE DRI - Block DB-2A (Gesellschaft für Laborgeräte,

Wertheim)

Heizblock

Alpha 1-4 (Christ, Osterode/Harz)Gefriertrockner

Steuereinheit GP 10, Fraktionssammler RefiFrac, optische Einheit

Monitor Uvicord SII, Conductivity Monitor, Pumpen P-500, Mixer

0,6 ml, Gradientenventil PSV-50, Injektionsventil V-7 und

Zweikanalschreiber REC 102, (Pharmacia, Freiburg)

FPLC-Anlage

BioFlo 3000 BENCH-TOP Fermenter (New Brunswick Sci., N.J.,

USA)

Fermenter

A14 (Jouan, Unterhaching)

Microfuge Lite (Beckmann, München)

Eppendorf-Zentrifuge

Gene Pulser mit Pulse Controller (Biorad, München)

EQUIBIO EasyjecT Optima (Peqlab, Erlangen)

Elektroporator

Thermoinkubator (Heraeus, Frankfurt am Main)Brutschrank

VST 50/70 E (Zirbus, Bad Grund)

20 L Sanoklav (Wolf, Geislingen)

Autoklaven

Kammer und Gelträger (Appligene, Heidelberg)Agarose-

Gelelektrophorese

Elektrophoresekammer und Gießstand für SE 250 Mighty Small

(Hoefer Scientific Instruments, San Francisco, USA)

Acrylamid-

Gelelektrophorese
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Rührzelle 50 ml (Amicon, Witten a.d. Ruhr)Ultrafiltrationskammer

Reagenzglaszentrifuge (Hettich, Tuttlingen)Tischzentrifuge

GS-15R - Zentrifuge mit den Rotoren F2402 und S4180

(Beckmann, München) und Biofuge primoR (Heraeus, Frankfurt

am Main) 

Tischkühlzentrifuge

Primus TC-9600HPL (MWG-Biotech, Ebersberg)

GeneAmp PCR System 2400 (Perkin Elmer, Norwalk, USA)

Thermocycler

Novaspec II (Pharmacia, Freiburg)

Ultrospec Plus (Pharmacia, Freiburg)

Spektralphotometer

EPS 500/400 und EPS 600/400 (Pharmacia, Freiburg)Spannungsquelle

PsycroTherm Controlled Environment Incubator Shaker (New

Brunswick Scientific, N.J., USA), IKA-Vibrax-VXR (Goeddecke,

Ingolstadt), Lab Shaker, Certomat MO und Certomat R (B. Braun,

Melsungen), Fanal M58-Schüttler (Mühlenbauanstalt und

Maschinenfabrik, Frankenhausen am Kyffhäuser) und Innova 4230

Refrigerated Inkubator Shaker (New Brunswick Scientific, N.J.,

USA)

Schütter

Watson Marlow 502S Petrogas (Berlin)Schlauchpumpe

GradiFrac-Fraktionssammler und Steuereinheit, Monitor UV-1

optische Einheit, Monitor UV-1 Kontrolleinheit, Schlauchpumpe

P-1, Mixer 0.6 ml, Gradientenventil PSV-50, Zweikanalschreiber

REC 102, sowie: 

HiLoad: GP (Gradient Programmer)-10 Steuereinheit mit

Fraktionssammler RediFrac, Monitor Uvicord S II optische

Einheit, Schlauchpumpe P-1, Mixer 0.6 ml, Gradientenventil

PSV-50, Injektionsventil V-7, und Zweikanalschreiber REC 102

(Pharmacia, Freiburg)

Proteinreinigung

E603 mit Standard-Glaselektrode (Deutsche Metrohm, Filderstadt)pH-Meter

Bruker AC 250, AM 360 und DRX 500 (Bruker, Karlsruhe)NMR-Spektrometer

für SDS-Gele (DESAGA GmbH, Heidelberg)Leuchttisch

Hellma-Quarzküvetten QS 1 cm (Hellma, Müllheim in Baden)Küvetten

GS3, GSA, SS34 und SE12 (Sorvall Inc., Newton, Connecticut,

USA)
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Kamera Kaiser RA1 und RS 1 BioPrint und Mitsubishi Video

Copy Processor (Fröbel Labortechnik, Wasserburg)

Videodukomentation

Roto-Vac 3 (Biotech-Fischer, Reiskirchen)Vakuum-Zentrifuge

MZ 2C (Vakuubrand, Wertheim)Vakuumpumpe

312 nm (Bachhofer, Reutlingen)UV-Leuchttisch

Branson Sonifier 250 (Branson SONIC Power Company, Danbury,

USA)

Ultraschallgerät

2.1.2 Wissenschaftliche Software

Microsoft® Excel 2002 inkl. Solver Add-In (Microsoft Corporation, Redmond, USA):

Auswertung und Darstellung von IR-Spektren, kinetischen Messdaten und allgemeinen

Diagrammen; numerische Lösung von Differenzialgleichungen.  

XWINNMR 3.0 und 1D/2D WinNMR 5.0 (Bruker-Daltonik GmbH, Bremen):

Aufnahme, Auswertung und Darstellung von 1D und 2D NMR-Spektren.

HyperChemTM 7.51 (Hypercube Inc., Gainesville, USA)

Geometrieoptimierung von Molekülen, Berechnung von IR-Spektren mit den semiempi-

rischen Methoden MINDO3 und PM3.

Gaussian® 03W inkl. GaussView 3.0 (Gaussian Inc., Pittsburgh, USA)

Geometrieoptimierung von Molekülen, Berechnung von IR-Spektren mittels Dichte-

Funktional-Theorie Methode B3LYP 6-31G.

Omiga 2.0 (Oxford Molecular Ltd., Oxford, Großbritannien)

Analyse von DNA und Proteinsequenzen.

MDL ISISTM/Draw 2.5 (MDL Information Systems Inc., San Leandro, USA)

Zeichnen von chemischen Formeln und Reaktionsschemata.

Dev-C++ 4.9.9.1 (Bloodshed Software, www.bloodshed.net)

Programmierumgebung für die Erstellung eigener Programme zur IR-Spektren-Aus-

wertung und Fermentersteuerung.
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2.1.3 Chemikalien und Enzyme

Chemikalien und Enzyme wurden von den Firmen Sigma-Aldrich (Taufkirchen), VWR

(Darmstadt), Acros Organics (Schwerte), Boehringer (Mannheim), Roche (Basel), Serva

(Heidelberg), Promega (USA), Applied Biosystems (Weiterstadt), Biomol (Hamburg), New

England Biolabs (Schwalbach im Taunus), Eurogentech (Belgien), Gibco-BRL (Eggenstein),

Peqlab (Erlangen), Qiagen (Hilden), Cambridge Isotope Laboratories (USA), Omicron

Biochemicals (USA) und Euriso-top (Saarbrücken) bezogen.

2.1.4 Oligonukleotide

Bei der Firma MWG-Biotech (Ebersberg) wurden folgende Oligonukleotide synthetisiert:

5’-TCA TTT ACA CAA GCT TAA CAA TTT TGA TGT T-3’glck_bs_Hind

5’-TAA GGT GGG ATC CAT GGA CGA GAT AT-3’glck_bs_Bam

5’-AAG GAG ATT GTG GTA CCT TTG TTC AGC GTA-3’yqjJ_Kpn

5’-GAG GTA GGA TCC ATG AAA ACA AAC CAA CAA-3’yqjJ_Bam

5’-TGT CAA CTC CTG CGA TCT GCA GTT CAC TTC-3’ypcA_Pst

5’-AGG TTA GGA TCC ATG GCA GCC GAT CGA AAC-3’ypcA_Bam

5’-TTC GCC GCA TCC GGC AAC AAG CTT ACT C-3’pykA_Hind

5’-ACG GAG GGA TCC ATG TCC AGA AGG CTT CG-3’pykA_Bam

5’-CGT AAG CTT CTT CCC TTT CGA GCC GGG AGA-3’ec-ribD-2

5’-GAG GAC GGA TCC ATG CAG GAC GAG TAT TAC-3’ec-ribD-1

5’-AAC CGA AGC CTG CAG CAA CTT CGG TTT CTT-3’ec-mut-2

5’-TGA GGT TTT GGA TCC ATG AAT CAG ACG CTA-3’ec-mut-1

5’-TAA TGT TGG ATC CGT GAG CGC ATC ATC-3’ecoprs2-Bam

5’-CCT GAG GTT GAA TTC ATG CCT GAT ATG AAG-3’ecoprs1-Eco

5’-CAT GAT ACT GGG ATC CGG TTC AGT CTG C-3’ecogmk2-Bam

5’-CGA AAG GAA TTC ATG GCT CAA GGC AC-3’ecogmk1-Eco

5’-CAT TCA TAC TGC AGG GTC AAA TCA TTC CCA-3’guaA-Pst

5’-GAA TAA GGA TCC ATG ACG GAA AAC ATT CAT-3’guaA-Bam
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2.1.5 Bakterienstämme und Plasmide

Für molekularbiologische Arbeiten wurden nur Derivate des Stammes E. coli K12 verwendet.

Sie sind im Folgenden aufgelistet:

Promega Corporation,

Madison, USA

F-, ompT, hsdSB (rB-, mB+), dcm, gal, (DE3)BL21

Stüber et al, 1990;

Zamenhof et al, 1972

lac, ara, gal, mtl, recA+, uvr+, [pREP4: lacI, kanr]M15

[pREP4]

Stratagene, Heidelberg;

(Bullock et al., 1987)

recA1, endA1, gyrA96, thi-1, hsdR17, supE44,

relA1, lac [F’, proAB, lacIqZ∆M15, Tn10 (Tetr)]

XL1-Blue

Herkunft oder ReferenzGenotypStamm

Als Expressionsvektoren wurden die Plasmide pNCO113 (Stüber et al., 1990; Richter et al.,

1997), pQE30 (Quiagen, Hilden) und pMal-c2X (New England Biolabs, Schwalbach im

Taunus), verwendet. Auf dem Plasmid pREP4 ist das Repressorprotein LacI und eine

Kanamycin-Resistenz kodiert.

2.1.6 Puffer und Lösungen

Soweit nicht anders angegeben, beziehen sich alle Angaben auf einen Liter.

Ethidiumbromid-Lösung: 1 µg/ml

Ligase Puffer: 250 mM Tris-HCl, pH 7.6

50 mM Magnesiumchlorid

5 mM Adenosin-5’-triphosphat

5 mM Dithiothreitol

25 % (w/v) Polyethylenglykol-8000

PCR-Puffer (10x) (Gibco): 100 mM Tris-HCl, pH 8.8

500 mM Kaliumchlorid

15 mM Magnesiumchlorid

1 % Triton X-100
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Probenpuffer für DNA-Gele: 50 % (w/v) Glycerin

0.25 % (w/v) Xylencyanol

0.25 % (w/v) Bromphenolblau

in TE - Puffer

Saline: 0.9 % (w/v) Natriumchlorid, autoklaviert

STET-Puffer für Minipreps: 50 mM Tris-HCl, pH 8.0

50 mM EDTA-Na2

8 % (w/v) Saccharose

5 % (w/v) Triton X-100

TAE - Puffer (50 x) für 2 M Tris-Acetat, pH 8.2

Agarosegelelektrophorese: 0.1 M EDTA-Na2

Lösungen für Plasmidisolierung mit Peqlab E.Z.N.A.® Plasmid Miniprep Kit:

Lösung I zum Suspendieren: 50 mM Tris-HCl, pH 8.0

10 mM EDTA

40 µg/ml RNase A

Lösung II zur Lyse: 200 mM Natronlauge

1 % (w/v) Natriumdodecylsulfat

Lösung III zur Neutralisation: 3 M Kaliumacetat,

mit Essigsäure auf pH 5.5 einstellen

HB-Puffer: Waschen der HiBind®-DNA-Säule

DNA-Waschpuffer: Waschen der HiBind®-DNA-Säule

Puffer für Restriktion von DNA mit Restriktionsendonukleasen:

NEB 1-Puffer (10x): 10 mM Bis-Tris-Propan-HCl, pH 7.0

10 mM Magnesiumchlorid

1 mM Dithiothreitol

NEB 2-Puffer (10x): 10 mM Tris-HCl, pH 7.9

50 mM Natriumchlorid

10 mM Magnesiumchlorid
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1 mM Dithiothreitol

NEB 3-Puffer (10x): 50 mM Tris-HCl, pH 7.9

100 mM Natriumchlorid

10 mM Magnesiumchlorid

1 mM Dithiothreitol

NEB 4-Puffer (10x): 20 mM Tris-Acetat, pH 7.9

50 mM Kaliumacetat

10 mM Magnesiumacetat

1 mM Dithiothreitol

Gibco React 1 (10x): 50 mM Tris-HCl, pH 8.0

10 mM Magnesiumchlorid

Gibco React 2 (10x): 50 mM Tris-HCl, pH 8.0

10 mM Magnesiumchlorid

50 mM Natriumchlorid

Gibco React 3 (10x): 50 mM Tris-HCl, pH 8.0

10 mM Magnesiumchlorid

100 mM Natriumchlorid

Lösungen und Puffer für die Proteingelelektrophorese (Glycin-System):

Alle Lösungen zum Gießen des Gels wurden filtriert und entgast.

Acrylamid-Lösung (40/3) 194 g Acrylamid

(T=40 %; C=3 %): 6 g N,N´-Methylen-bisacrylamid

auf 500 ml Wasser

APS-Lösung: 10 % (w/v) Ammoniumperoxodisulfat

Elektrophoresepuffer: 25 mM Tris

192 mM Glycin

0.1 % (w/v) Natriumdodecylsulfat

pH 8.3

Entfärber I: 500 ml Methanol

100 ml Essigsäure

Material und Methoden 14



auf 1 Liter Wasser

Entfärber II: 300 ml Methanol

100 ml Essigsäure

auf 1 Liter Wasser

Färbelösung: 5 g Coomassie-Blue R-250

450 ml Methanol

100 ml Essigsäure

auf 1 Liter Wasser

Probenpuffer für SDS-Gele (3x): 60 mM Tris-HCl, pH 6.8

5 % (w/v) Natriumdodeylsulfat

30 % (w/v) Glycerin

10 % (w/v) Saccharose

3 % (w/v) β-Mercaptoethanol

0.5 % (w/v) Bromphenolblau

Sammelgelpuffer (2x) 250 mM Tris-HCl, pH 6.8

0.2 % (w/v) Natriumdodecylsulfat

Trenngel-Puffer (4x): 1.5 M Tris-HCl, pH 8.8

0.4 % (w/v) Natriumdodecylsulfat

Lösungen und Puffer für die Proteinanalytik:

Bradford-Puffer: 2 g sekundäres Natriumphosphat

0.6 g primäres Natriumphosphat

7 g Natriumchlorid

0.2 g Natriumazid

auf 1 Liter Wasser, pH 7.2

Bradford-Reagenz: 0.1 g Coomassie Blue G-250

100 ml 85 % Phosphorsäure

50 ml Ethanol

auf 1 Liter Wasser

Über Nacht rühren, filtrieren und bei 4 °C lagern.
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Puffer für die Nickelchelat-Affinitätschromatographie:

Lyse-Puffer: 50 mM primäres Natriumphosphat

300 mM Natriumchlorid

10 mM Imidazol

pH 8.0 mit Natronlauge einstellen

Wasch-Puffer: wie Lyse-Puffer

20 mM Imidazol

Elutionspuffer: wie Lyse-Puffer

250 mM Imidazol

stringenter Elutionspuffer wie Lyse-Puffer

500 mM Imidazol

Puffer zum Beladen: 100 mM Nickelsulfat

Regenerierpuffer: 100 mM EDTANa2-NaOH

1 M Natriumchlorid

2.1.7 Medien für Bakterienkulturen

Die einzelnen Bestandteile werden in entionisiertem Wasser gelöst und bei 121 °C und 1.3

bar 20 Minuten autoklaviert. Für die Bereitung von Agarplatten wird dem Medium vor dem

Autoklavieren 2 % (w/v) Agar-Agar zugesetzt. Die angegeben Antibiotika werden jeweils in

1 - 2 ml sterilem Wasser suspendiert und dem Medium nach dem Autoklavieren zugegeben.

Luria-Bertani Medium (LB): 10 g Caseinhydrolysat

5 g Hefeextrakt

5 g Natriumchlorid

SOC-Medium 10 g Caseinhydrolysat

für Elektroporation: 5 g Hefeextrakt

5 g NaCl

2.5 mM KCl

10 mM MgCl2

10 mM MgSO4

20 mM Glukose
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M9-Mineral-Medium 10 % (v/v) M9-Salzkonzentrat

für E. coli: 0.4 % (v/v) Vitamin-Mix

0.1 % (v/v) Spurenelement-Mix

5 g Glucose (Stocklösung 500 g/l)

1 g NH4Cl (Stocklösung 200 g/l)

0.138 g MgSO4 · H2O (Stocklösung 138 g/l)

5.5 mg CaCl2 (Stocklösung 5.5 g/l)

Mineral-Medium für 10 % (v/v) TSS

B. subtilis RB50: 0.4 % (v/v) Vitamin-Mix

0.1 % (v/v) Spurenelement-Mix

1.0 % (v/v) Aminosäure-Mix

5 g Glucose (Stocklösung 500 g/l)

1 g NH4Cl (Stocklösung 200 g/l)

0.138 g MgSO4 · H2O (Stocklösung 138 g/l)

5.5 mg CaCl2 (Stocklösung 5.5 g/l)

M9-Salzkonzentrat (10x): 120 g Na2HPO4

30 g KH2PO4

5 g NaCl

auf 1 Liter Wasser, pH 7.5 

TSS-Salzkonzentrat (10x): 3.5 g K2HPO4

60 g Tris-Base 

auf 1 Liter Wasser, pH 7.4

Vitamin-Mix (250x): 20 mg Pyridoxamin-Hydrochlorid

10 mg Thiamin-Hydrochlorid

20 mg para-Aminobenzoesäure

20 mg Calcium-Pantothenat

5 mg Biotin

10 mg Folsäure

100 mg Cyanocobalamin (1/1000 Mannit-Verreibung)

20 mg Riboflavin bei nicht markierten Anzuchten

auf 1 Liter Wasser, sterilfiltriert
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Spurenelemente-Mix (1000x): 16 g MnCl2 · 4H2O

15 g CuCl2 · 2H2O

27 g CoCl2 · 6H2O

37.5 g FeCl3

40.8 g Na-citrat

84 mg Zn-accetat · 2H2O

50 mg Na2-EDTA

auf 1 Liter Wasser

Aminosäure-Mix (100x) Je 1.5 g/l Alanin, Leucin, Valin, Arginin, Lysin,

für B. subtilis RB50: Prolin, Isoleucin, Methionin, Tyrosin und Histidin.

Tryptothan wird einzeln sterilfiltriert.

Antibiotika: 170 mg/l Ampicillin-Trihydrat

15 mg/l Kanamycinsulfat

2.2 Molekularbiologische Methoden

2.2.1 Plasmidisolierung

2.2.1.1 Schnellisolierung durch Hitzeschock - Minipräparation:

Diese Methode wurde bevorzugt herangezogen, um frisch transformierte Bakterienzellen auf

das Vorhandensein des Plasmids zu überprüfen und dieses gegebenenfalls einem analytischen

Restriktionsverdau zu unterziehen. Die isolierte DNA kann zur Identifizierung des Plasmids,

für Restriktionsanalysen und Gelelektrophoresen sowie in Transformationen eingesetzt

werden.

Zellen, die das zu isolierende Plasmid enthalten, wurden auf Agar-Platten ausgestrichen und

über Nacht bebrütet. Die Zellen wurden mit dem Spatel von der Platte abgenommen und in

300 µl STET-Puffer suspendiert. 10 µl frisch bereitete Lysozymlösung (10 mg/ml) wurden zu

der Zellsuspension gegeben, diese 30 Sekunden bei Raumtemperatur inkubiert und

anschließend 90 Sekunden im Wasserbad gekocht. Zelltrümmer und Proteine wurden 15

Minuten lang in der Eppendorf-Zentrifuge bei 14000 UpM abzentrifugiert, der Überstand in
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ein anderes Reaktionsgefäß dekantiert. Um die DNA zu fällen, wurde der Überstand mit 200

µl Isopropanol versetzt und 10 Minuten bei Raumtemperatur stehengelassen. Es folgte eine

15-minütige Zentrifugation in der Eppendorf-Zentrifuge bei 14000 UpM. Der Überstand

wurde verworfen, das Pellet mit 200 µl eiskaltem 70%igem Ethanol gewaschen und für ca.

15 Minuten an der Luft getrocknet. Die DNA darf dabei nicht zu trocken werden, da sie sich

sonst schlecht in Wasser löst. Anschließend wurde das Pellet in 20 µl bidestilliertem Wasser

aufgenommen.

Mit dieser Methode ließen sich Mengen bis etwa 1 µg Plasmid-DNA gewinnen, die mit

Protein und RNA verunreinigt waren.

2.2.1.2 Plasmidisolierung mittels Peqlab Plasmid Miniprep Kit:

Eine frische Über-Nacht-Kultur des E. coli-Stammes mit dem zu isolierenden Plasmid wurde

15 Minuten bei 5000 UpM abzentrifugiert. Das benötigte Volumen richtete sich nach der

Kopienzahl der Plasmide pro Zelle. Für ein High-copy-number-Plasmid wurden 5 ml, für ein

Low-copy-number-Plasmid 10 ml eingesetzt. Das Bakterienpellet wurde in 250 µl Lösung I

resuspendiert. Um die Zellen aufzuschließen, wurde 250 µl Lösung II zugegeben und die

Mischung 5 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurde  durch mehr-

maliges Umschwenken des Röhrchens gründlich gemischt. Zu heftiges Rühren und Schütteln

wurde dabei vermieden, da dies die Zellwand so sehr schädigt, dass auch genomische DNA

freigesetzt wird. Die Zugabe von 350 µl Lösung III bewirkte die Neutralisierung des

Gemisches und fällte überschüssiges Natriumdodecylsulfat als unlösliches Kaliumsalz aus.

Nach 10-minütiger Inkubation auf Eis wurden die Zelltrümmer und denaturiertes Protein bei

15000 UpM für 15 Minuten in der Tischkühlzentrifuge abgetrennt. Der Überstand wurde auf

eine HiBind®-DNA-Säule mit Silikamembran aufgetragen und 1 Minute bei 4000 UpM

zentrifugiert. Das Säulchen mit einer Bindungskapazität von 25 µg Plasmid-DNA wurde je

einmal mit 500 µl HB-Puffer und 750 µl DNA-Waschpuffer gewaschen, anschließend

getrocknet und die DNA dann mit 50 - 100 µl sterilem Wasser eluiert. 
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2.2.2 Photometrische Konzentrationsbestimmung von DNA

Die starke UV-Absorption der Purine und Pyrimidine bei Wellenlängen von 250 bis 280 nm

wurde zur Konzentrationsbestimmung mit dem UV-Photometer ausgenutzt. Bei 260 nm

wurde die Extinktion einer DNA-Lösung gegen den Nullwert von Wasser gemessen. Für eine

Berechnung der Konzentration ist die Kenntnis des Extinktionskoeffizienten nötig, der sich

bei bekannter Sequenz für einzelsträngige DNA wie folgt abschätzen läßt (Hanahan, 1985):

ε260 = (A ⋅ 15200) + (G ⋅ 12012) + (C ⋅ 7050) + (T ⋅ 8400) l · mol-1 · cm-1

A, G, C und T geben die Anzahl der entsprechenden Nukleotide in der Sequenz an; als

Einheit für den Extinkzionskoeefizienten ergibt sich [l · mol-1 · cm-1]. Diese Methode wurde

verwendet, um die Konzentration von Oligonukleotiden zu messen.

2.2.3 Polymerase-Kettenreaktion (PCR)

Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) wurde verwendet, um bestimmte DNA-Fragmente in

vitro exponentiell zu amplifizieren. Die doppelsträngige DNA wurde zunächst thermisch 5

Minuten bei 95 °C denaturiert. An die nunmehr einzelsträngige DNA lagern sich synthetische

Oligonukleotide von 20 - 40 Basen an die Stelle des DNA-Stranges bzw. Gegenstranges an,

die ihrer eigenen Sequenz komplementär ist. Dies wird als Primer-Annealing bezeichnet und

erfolgt in Abhängigkeit von der Sequenz und Länge des Primers bei einer Temperatur von 45

- 55 °C innerhalb von 1 Minute. Die Primer wurden so ausgewählt, dass sie eine bestimmte

Zielsequenz umfassen, und dabei zu Strang bzw. Gegenstrang komplementär sind.

Eine DNA-Polymerase synthetisiert, ausgehend von dem kurzen Primer-Matrizen-Hybrid,

den komplementären Strang. Thermostabile DNA-Polymerasen erlauben es, diese Tempera-

turabfolge mehrfach zu wiederholen, da sie den Denaturierungsschritt bei 95 °C ohne Aktivi-

tätsverlust überstehen. Die optimale Arbeitstemperatur der hier verwendeten DNA-

Polymerase aus Thermus aquaticus liegt bei 72 °C. Die Dauer des Polymerisationsschrittes

richtete sich nach der Länge des Amplifikates; für 1000 Nukleotide wurde 1 Minute benötigt.

Durch mehrmaliges Durchlaufen des PCR-Zyklus - Denaturieren, Primer-Annealing,

Polymerisation - war eine Amplifikation der gewünschten Zielsequenzen möglich, die durch

die Auswahl der Primer bestimmt wurden. Abschließend wurden durch eine einmalige acht-
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minütige Inkubation bei 72 °C eventuell noch unvollständige Amplifikate durch die

Polymerase vervollständigt.

Falls Primer eingesetzt wurden, die nur zum Teil komplementär zu ihrer Zielsequenz waren

und Veränderungen einbrachten oder ein Stück DNA anfügten, wurde die

Annealing-Temperatur herabgesetzt. 

Ein typischer PCR-Reaktionsansatz enthielt:

10 µl PCR-Puffer (10x)

8 µl dNTP-Mix (je 200 µM Endkonzentration von dATP, dCTP, dGTP 

und dTTP)

6 µl 25 mM Magnesiumchlorid (Endkonzentration: 1.5 mM Mg2+)

1 µl je Primer (10 pmol)

1 µl DNA-Matrize

1 µl Taq-DNA-Polymerase

ad 100 µl bidest. Wasser

Folgendes Programmschema wurde verwendet:

Funktion Temperatur Dauer

Denaturieren 95 °C 5 min

Aufschmelzen der DNA 95 °C 1 min

Primer-Annealing 50 °C 1 min        3330 Zyklen

Primer-Verlängerung 72 °C 1 min

Komplementierung 72 °C 8 min

danach   4 °C

Nach der Reaktion mußten die Ansätze, bevor das erhaltene Fragment in enzymatische

Reaktionen eingesetzt werden konnte, mit dem Cycle-Pure Kit (Peqlab, Erlangen) gereinigt

werden (Kapitel 2.2.5).
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2.2.4 Agarosegelelektrophorese

Die Agarosegelelektrophorese wurde zur präparativen oder analytischen Trennung von

DNA-Fragmenten, zu deren Größenbestimmung, Mengenabschätzung und Reinheits-

überprüfung eingesetzt. Aufgrund ihrer negativen Ladung bewegt sich die DNA im

Spannungsfeld auf die Anode zu, wobei kleine Moleküle schneller wandern als große. Eine

Bestimmung der Fragmentgröße wird durch die Verwendung eines DNA-

Molekulargewichts- Standards (peqgold, Peqlab Biotechnologie GmbH) möglich. Der

verwendete Molekulargewichtsmarker enthält Fragmente folgender Größe in bp: 10000,

8000, 6000, 5000, 4000, 3500, 3000, 2500, 2000, 1500, 1200, 1000, 900, 800, 700, 600, 500,

400, 300, 200, 100.

Zur Herstellung des Gels wurde die, auf eine Endkonzentration von 0.8 - 3.0 % eingewogene

Agarose in TAE-Puffer unter Rühren gekocht, bis eine klare, schlierenfreie Lösung entstand.

Nach Abkühlung auf etwa 50 - 60 °C wurde die Agarose-Lösung in einen vorbereiteten, mit

einem Kamm versehenen Gelträger gegossen. Nach etwa 20 Minuten war die Lösung zum

Gel verfestigt. Der Gelträger wurde in die Elektrophorese-Kammer eingesetzt und diese mit

TAE-Puffer so hoch befüllt, dass das Gel vollständig mit Puffer bedeckt war. Die DNA-

Proben wurden inzwischen vorbereitet, indem sie mit 10 Vol.% Probenpuffer vermischt

wurden, der das Befüllen der Geltaschen erleichtert. Nach Entfernen des Kammes konnten

DNA-Proben von 5 - 20 µl Auftragsvolumen in die Geltaschen pipettiert werden. Für das

Auftragen größerer Volumina aus präparativen Ansätzen wurden mehrere Zähne des

Kammes mit Folie abgeklebt und so eine große Tasche erzeugt. Die angelegte Spannung lag

zwischen 80 und 120 Volt. Bei 100 V Spannung und vollständiger Ausnutzung der

Trennstrecke von ca. 10 cm erfordert die Elektrophorese ca. 90 min. Die im Probenpuffer

enthaltenen Farbmarker Bromphenolblau und Xylencyanol machen den Fortschritt der

Elektrophorese sichtbar. Das Gel wurde 20 Minuten in Ethidiumbromid-Lösung der Kon-

zentration 1 µg/ml gefärbt. Ethidiumbromid geht eine Interkalationsverbindung mit DNA ein,

deren Fluoreszenz es ermöglicht, die Banden im UV-Licht zu photographieren oder für die

weitere Verwendung auszuschneiden.
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2.2.5 Reinigung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen und PCR-

Reaktionsansätzen mit Peqlab Gel Extraction Kit und Peqlab

Cycle-Pure Kit:

Um DNA-Fragmente aus Agarosegelen zu isolieren oder nach enzymatischen Reaktionen zu

reinigen wurde mit HiBind®-Silikagel-Säulchen der Firma Peqlab (Erlangen) gearbeitet, die

für Tischzentrifugen geeignet sind. Im Falle einer Reinigung aus Agarosegelstücken wurden

zunächst 4 µl DNA-Binde-Puffer pro mg Agarose zu dem Gelstück gegeben und die

Mischung bei 55 °C im Wasserbad erwärmt, bis sich die Agarose gelöst hatte. Diese Lösung

wurde auf ein Peqlab-Zentrifugensäulchen aufgegeben und für eine Minute mit der

Tischzentrifuge bei 14000 UpM in ein Eppendorf-Auffanggefäß zentrifugiert. Hierbei bindet

die DNA an das Säulenmaterial. Der Durchlauf wurde verworfen. Die Säule wurde mit 750

µl DNA-Waschpuffer beladen, der bei 14000 UpM durchzentrifugiert wurde. Nach dem Ent-

leeren des Auffanggefäßes wurde nochmals zentrifugiert, um letzte Reste des Waschpuffers

zu entfernen, und dann ein neues Eppendorf-Reaktionsgefäß unter die Säule gegeben.

Anschließend wurden je nach erwarteter DNA-Menge 30 - 50 µl bidestilliertes Wasser auf

die Säule aufgetragen, 5 Minuten inkubiert und die DNA durch 1-minütige Zentrifugation bei

14000 UpM eluiert.

Die Reinigung von PCR-Ansätzen, Restriktions- oder Ligationsreaktionen erfolgte

entsprechend, wobei die Erwärmung entfiel und anstatt DNA-Bindepuffer, das vier- bis

fünffache Volumen CP-Puffer zu dem Ansatz gegeben wurde.

2.2.6 Restriktion und Ligation

2.2.6.1 Spaltung von DNA mit Restriktionsendonukleasen:

Es wurden die Restriktionsendonukleasen mit den passenden Inkubationspuffern der Firmen

New England Biolabs (Schwalbach im Taunus) und Gibco-BRL (Eggenstein) verwendet.

Für einen analytischen DNA-Verdau wurden typischerweise 100 - 300 ng DNA in 2 - 5 µl

Lösung, 2 µl Puffer (10x) und 1 - 5 units Restriktionsendonuklease eingesetzt. Der Restrik-

tionsansatz wurde mit Wasser auf ein Gesamtvolumen von 20 µl aufgefüllt. Die Inkubations-

zeit betrug 1 Stunde bei 37 °C. Für präparative Ansätze wurden 1 - 10 µg DNA in 2 - 40 µl
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Lösung, 10 Vol. % Puffer (10x) und 5 - 40 units Restriktionsendonuklease verwendet. Je

nach eingesetzter DNA-Menge wurde das Gesamtvolumen mit Wasser auf bis zu 100 µl

erhöht und die Inkubationszeit bis zu 4 Stunden verlängert.

Doppelrestriktionen mit zwei Enzymen, die den gleichen Puffer tolerieren, wurden gleich-

zeitig durchgeführt. Bei mangelnder Aktivität des einen Enzyms im Puffer des anderen,

wurde die DNA nach der ersten Restriktion mittels Cycle-Pure Kit von Peqlab gereinigt und

das Eluat für die zweite Restriktion eingesetzt.

NEB 35’-CTGCA|G-3’PstI

NEB 15’-GGTAC|C-3’KpnI

React 1 Gibco / NEB 25’-A|AGCTT-3’HindIII

React 3 Gibco5’-G|AATTC-3’EcoRI
React 3 Gibco5’-G|GATCC-3’BamHI

PufferErkennungssequenzVerwendete Enzyme

 

2.2.6.2 Ligation von DNA Fragmenten:

DNA-Ligationen wurden mit dem "Rapid-DNA"-Ligationskit der Firma Boehringer

(Mannheim) durchgeführt. DNA-Ligase aus dem Bacteriophagen T4 katalysiert die

ATP-abhängige Bildung von Phosphodiester-Bindungen zwischen 3´-Hydroxyl- und

5´-Phosphatenden doppelsträngiger DNA-Moleküle. Es werden sowohl überhängende als

auch stumpfe Enden miteinander verbunden. Intermolekulare und intramolekulare

Reaktionen sind gleichermaßen möglich. Die zu ligierenden DNA-Fragmente Vektor und

Insert wurden im molekularen Verhältnis 1:1 bis 1:5 in die Ligation eingesetzt. 

Ein typischer Ligationsansatz enthielt

1-2 µl Vektor, entsprechend 50 -100 ng DNA

1-2 µl Insert, entsprechend 10 - 60 ng DNA

auf 8 µl bidest. Wasser

2 µl Puffer 2 (DNA Dilutions-Puffer)

10 µl Puffer 1 (T4 DNA Ligations-Puffer)

1 µl Ligase (5 units/µl)

Der Ansatz wurde bei Raumtemperatur für 15 bis 20 Minuten inkubiert.
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2.2.7 Kompetente Zellen und Transformation

Sowohl bei der High-Efficiency-Methode nach Hanahan (1983) als auch beim Elektro-

porationsverfahren wurden Zellen zunächst kompetent gemacht, dann aliquotiert und in

flüssigem Stickstoff gelagert. Für eine Transformation wurde ein Aliquot entnommen und

langsam auf Eis aufgetaut. Die Zellen dürfen nicht wärmer als 4 °C werden, um Einbußen bei

der Transformationsrate zu vermeiden. Alle hierfür benötigten Puffer wurden vorgekühlt

bzw. auf Eis gelagert.

2.2.7.1 Herstellung chemisch kompetenter Zellen:

Mit 5 ml einer 10 ml Vorkultur, die über Nacht bei 37 °C gezogen wurde, wurden 500 ml

LB-Medium beimpft, das 10 mM Mg2+ enthielt. Die Kultur wurde bis zu einer optischen

Dichte (OD600) von 0.5 bei 37 °C bebrütet, was 2 - 3 Stunden erforderte. Anschließend

wurden die Zellen, nach 15-minütigem Abkühlen auf Eis, im Rotor GSA 20 Minuten

abzentrifugiert (2300 UpM, 4 °C). Das überstehende Medium wurde möglichst vollständig

entfernt, das Pellet in 100 ml kaltem RF1-Puffer resuspendiert und 15 Minuten auf Eis

gelagert. Die Zellen wurden abzentrifugiert (Rotor GSA, 2300 UpM, 4 °C, 20 Minuten), der

RF1-Puffer wurde verworfen und das Pellet in 10 ml kaltem RF2-Puffer suspendiert. Nach

weiteren 15 Minuten auf Eis konnten die Zellen in sterile Kryo-Gefäße zu 200 µl bzw. 1 ml

aliquotiert und in flüssigem Stickstoff eingefroren werden.

2.2.7.2 Transformation nach Hanahan:

Die kompetenten Zellen wurden auf Eis aufgetaut. Zu einem 200 µl - Aliquot wurden

zwischen 100 pg und 100 ng Plasmid-DNA gegeben, wobei das zugefügte Volumen 20 µl

nicht übersteigen sollte. Nach kurzem Mischen wurden die Zellen eine Stunde auf Eis

gelagert, anschließend 90 Sekunden lang bei 42 °C erhitzt und erneut 2 Minuten auf Eis

gestellt. Dann wurden 800 µl LB-Medium, das 10 mM Mg2+ enthält, zugegeben und bei

37.°C eine Stunde lang inkubiert. Dabei werden die Resistenzgene auf dem Plasmid

exprimiert, die anschließend eine Selektion ermöglichen. Hier ist wichtig, dass das

verwendete Medium nicht das Antibiotikum enthalten darf, das dem Resistenzgen auf dem

zur Transformation verwendeten Plasmid entspricht. Nach diesem Inkubationsschritt wurden
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10 - 100 µl Zellsuspension direkt aus dem Expressionsmedium auf selektive Agarplatten

ausplattiert. Sollten größere Volumina ausplattiert werden, so wurde kurz abzentrifugiert und

in 50 µl steriler 0.9 % Saline wieder aufgenommen. 

2.2.7.3 Herstellung elektrokompetenter Zellen:

1 l Medium wurde mit 10 ml einer frischen Über-Nacht-Kultur angeimpft und unter Schütteln

bei 37 °C bebrütet, bis die optische Dichte (600 nm) einen Wert von 0.5 erreichte, was der

mittleren logarithmischen Wachstumsphase entspricht. Anschließend wurde die Kultur in

eisgekühlte, sterile GS3-Zentrifugenbecher gefüllt, 20 Minuten auf Eis gekühlt und im auf

4.°C gekühlten Rotor GS3 bei 4000 UpM 20 Minuten abzentrifugiert. Der Überstand wurde

dekantiert, das Pellet mit wenig eiskaltem, sterilem, 10 % Glycerin ohne zu Suspendieren

übergossen und dieses erneut dekantiert. Auf dieses Weise läßt sich auch restliches

LB-Medium entfernen. Dann wurde das Pellet in einem Liter kaltem, 10 % Glycerin

resuspendiert und wieder abzentrifugiert (s.o.). Diese Prozedur wurde noch zweimal

wiederholt, wobei das Pellet das erste Mal in in 500 ml, das zweite Mal in 20 ml eiskaltem,

sterilem 10 % Glycerin resuspendiert wurde. Nach einer weiteren Zentrifugation wurde das

Pellet in einem endgültigen Volumen von 2 - 3 ml eiskaltem, sterilem 10 % Glycerin

suspendiert. Die Zellenkonzentration sollte 1-3 · 1010 Zellen betragen. Die Suspension wurde

zu 50 bzw. 200 µl in sterile, kältebeständige Gefäße aliquotiert und in flüssigem Stickstoff

eingefroren.

2.2.7.4 Elektrotransformation:

Für die Elektrotransformation wurden die Parameter der verwendeten Elektroporatoren auf

folgende Bedingungen eingestellt:

Kapazität: 25 µF

Widerstand: 200 Ω

Spannung: 2.5 kV bei Küvetten mit 2 mm Spaltbreite

1.8 kV bei Küvetten mit 1 mm Spaltbreite

Elektrokompetente Zellen wurden auf Eis aufgetaut; die Elektroporationsküvetten wurden auf

Eis vorgekühlt. 40 µl der Zellsuspension wurden mit 10 pg - 100 ng Plasmid-DNA vermischt,
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wobei das zugefügte Volumen 2 µl nicht überstieg. Dann wurde die Mischung aus

kompetenten Zellen und DNA in die Elektroporationsküvette überführt und durch Schütteln

der Suspension auf den Küvettenboden gebracht und die Küvette samt dem Küvettenhalter so

in die Elektroporationskammer eingeschoben, dass Kontakt zu den Elektroden bestand. An-

schließend wurde ein Puls mit den oben genannten Parametern appliziert und die Zellen

sofort in 1 ml SOC-Medium suspendiert. Zur phänotypischen Expression wurden die Zellen

eine Stunde bei 37 °C geschüttelt. Abschließend wurde die Zellsuspension auf Selektiv-

nährböden ausplattiert und über Nacht bei 37 °C bebrütet. 

2.3 Proteinchemische Methoden

2.3.1 Stammhaltung

Bakterienkulturen auf Agarplatten wurden nach nächtlichem Bebrüten bei 4 °C gelagert. Alle

vier Wochen wurden sie auf frisches Medium überimpft. Die Kulturen wurden dabei durch

Zugabe des jeweiligen Antibiotikums unter ständigem Selektionsdruck gehalten.

Sollte eine Kultur für längere Zeit aufbewahrt werden, so war eine Lagerung in flüssigem

Stickstoff oder bei -80 °C erforderlich. 5 ml einer über Nacht gewachsenen Kultur wurden

abzentrifugiert, der Überstand verworfen, die Zellen mit 1 ml einer autoklavierten Mischung

von LB-Medium und Glycerin im Verhältnis 1:1 resuspendiert, in sterile Kryotubes abgefüllt

und in flüssigem Stickstoff oder im Tiefkühlschrank bei -80 °C gelagert. 

2.3.2 Anzucht von Mikroorganismen

2.3.2.1 Allgemeines

Zur Anzucht auf Agarplatten wurden die Zellen entweder als Zellsuspensionen ausplattiert

oder mit der Impföse von einer anderen Platte übertragen. Anschließend wurde über Nacht

bei 37 °C bebrütet. Durch Verdünnung der Zellsuspensionen bzw. Verdünnungsaustrich

ergaben sich Einzelkulturen. 
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Flüssigkulturen bis 5 ml LB-Medium wurden im Reagenzglas angezogen. Die Anzucht

größerer Volumina erfolgte in Erlenmeyerkolben (100 ml - 2 l) im Schüttelinkubator.

Anzuchten mit höherer Zelldichte wurde im Fermenter (1 - 2 l) unter kontrollierten

Bedingungen durchgeführt. Das Wachstum der Bakterien wurde durch Messung der

optischen Dichte bei einer Wellenlänge von 600 nm (OD600) gegen steriles Medium bzw.

Wasser verfolgt. Die Induktion mit IPTG erfolgte bei Ereichen eines typischen OD600-Werts

in der späten exponentiellen Wachstumsphase. Die Ernte der Kulturen 3 - 5 Stunden nach der

Induktion wurde mit Kühlzentrifugen bei 4 °C und 5000 UpM während 20 Minuten

durchgeführt. 

2.3.2.2 Testanzucht mit SDS-Aufschluß

Durch Beimpfen von 3 ml LB-Medium mit Klonen transformierter Zellen stellte man eine

Vorkultur her, die man über Nacht bei 37 °C wachsen ließ. Am folgenden Tag wurden

zweimal 2.5 ml LB-Medium mit jeweils 50 µl dieser Vorkultur angeimpft und 3 Stunden

inkubiert. Alle Medien enthielten dabei die entsprechenden Antibiotika: Ampicillin für die

Anzucht von E. coli XL1-Blue bzw. Ampicillin und Kanamycin für E. coli M15 und E. coli

BL21. Zu einem der beiden Reagenzgläser wurden 50 µl 100 mM IPTG-Lösung gegeben, so

dass dessen Endkonzentration 2 mM betrug. Dann ließ man beide Kulturen weitere 5 Stunden

bei 37 °C wachsen. Anschließend wurden die Zellen durch 15-minütiges Zentrifugieren bei

14000 UpM und 20 °C geerntet und mit 0.9 % Saline gewaschen. Die Zellen wurden in

150-µl SDS-Probenpuffer suspendiert und 5 Minuten im siedenden Wasserbad erhitzt.

Unlösliche Bestandteile wurden durch kurzes Zentrifugieren in der Tischzentrifuge

sedimentiert. Die Proben wurden bei -20 °C gelagert. Diese Art des Zellaufschlußes erfaßt

das gesamte Zellprotein, das durch Natriumdodeylsulfat in der Hitze solubilisiert wird. Es ist

keine Differenzierung in einen löslichen und unlöslichen Proteinanteil möglich. 

2.3.2.3 Anzucht in Schüttelkolben

Zur Proteinexpression wurde LB-Medium mit den entsprechenden Antibiotika im Verhältnis

1:30 - 1:50 mit frischen Übernachtkulturen von Expressionsklonen transformierter E. coli

Zellen beimpft und bei 37 °C unter Schütteln inkubiert. Bei einer optischen Dichte von 0.6

bis 0.7, gemessen bei 600 nm, erfolgte die Induktion durch Zugabe von IPTG (Endkonzen-
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tration: 2 mM). Die Zellen wurden für weitere 3 - 5 Stunden bei 37 °C bebrütet und durch

20-minütiges Zentrifugieren bei 4 °C und 5000 UpM geerntet. Danach wurde das Zellpellet

mit 0.9 % Saline gewaschen und bis zur weiteren Verwendung bei -20 °C eingefroren.

2.3.2.4 Anzucht im Fermenter

Die Anzucht größerer Zellmengen von E. coli Expressionsstämmen bzw. die Kultivierung

des Riboflavin produzierenden B. subtilis Stamms RB50 erfolgte in 1 - 2.5 l Minimalmedium

im Fermenter Bioflo 3000 (New Brunswick Scientific, N.J., USA). Der Fermenter wurde mit

M9- bzw. TSS-Salzkonzentrat und Wasser (1:10) autoklaviert. Das jeweilige Minimal-

medium wurde vervollständigt und im Verhältnis 1:50 mit Übernachtkultur angeimpft. Der

pH-Wert des Mediums wurde während der Fermentation mit 3 M NaOH auf 6.9 reguliert.

Desweiteren wurden Temperatur, Luftzufuhr und Rührerdrehzahl kontrolliert. Zu Beginn der

Fermentation erfolgte keine zusätzliche Fütterung von Glucose. Nach Verbrauch der im

Anfangsmedium enthaltenen Glucose (absinken der O2-Konzentration im Medium) wurde die

Fütterlösung in exponentiell ansteigender Weise oder feedback-gesteuert in Form einer

Pulsfütterung zugeführt. Die Zufuhr von Stickstoff als Ammoniumchlorid konnte variabel an

die Glucosefütterung gekoppelt werden. Der Verlauf sämtlicher Prozessparameter wurde von

einem unter C++ selbstentwickelten Steuer- und Regelungsprogramm am PC grafisch

dargestellt und protokolliert. Die über die serielle Schnittstelle übertragenen Lese- und

Steuerbefehle an den Fermenter wurden aus einem früheren QBasic-Programm übernommen

(Lüttgen, 2000). Typischer Weise wurde die Zellen nach Erreichen einer OD600 von etwa 6 -

10 mit 2 mM IPTG induziert und nach Beendigung der Wachstumsphase geerntet, mit Saline

gewaschen und bei -20 eingefroren.

2.3.3 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)

2.3.3.1 Allgemeines:

Es wurde ein diskontinuierliches System aus einem Sammel- und Trenngel nach Lämmli

(1970) verwendet. Die SDS-Elektrophorese trennt ausschließlich nach Molekülgröße. Durch

Behandlung mit dem im Probenpuffer enthaltenen anionischen Detergenz Natriumdodecyl-

sulfat werden die Eigenladungen von Proteinen so effektiv überdeckt, dass anionische
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Micellen entstehen. Das SDS verbindet sich dabei mit dem Protein in einem bestimmten,

konstanten Verhältnis, so dass die spezifische Ladung, d.h. Ladung pro Masse, zum ent-

scheidenden Parameter für die Auftrennung wird. Das zugesetzte 2-Mercaptoethanol hat die

Aufgabe, Schwefelbrücken, die zwischen Cysteinen gebildet werden, reduktiv aufzuspalten. 

Im Sammelgel sind die Poren so groß, dass sie für die Trennung oder Konzentrierung der

Proteine keine Rolle spielen. Der Konzentrierungseffekt wird dadurch verursacht, dass sich

im Gel andere Ionen (Leitionen) als im Elektrodengefäß (Folgeionen) befinden. Die effek-

tiven Beweglichkeiten aller an der Elektrophorese beteiligten Ionen verhalten sich dabei wie

folgt: Leition > SDS-Protein-Micelle > Folgeion. Das Leition wandert am schnellsten und

zieht über die elektrische Feldstärke die Proteine nach, während das Folgeion am langsam-

sten wandert und die Proteine in entsprechender Weise vor sich herschiebt. So werden die

Proteine zu einer schmalen, scharf begrenzten Zone hoher Proteinkonzentration gesammelt. 

Das konzentrierte Protein bewegt sich in Richtung Anode, bis es an die Grenzschicht des

engporigen Trenngels gelangt. Die Proteine erfahren plötzlich einen hohen Reibungswider-

stand, sodass ein Stau entsteht, der zu weiteren Zonenschärfung führt. Das niedermolekulare

Leition ist davon nicht betroffen und überholt die Proteine. Die Mobilität der Proteine ist von

deren spezifischer Ladung abhängig; die Auftrennung erfolgt nach der spezifischen Ladung

bzw. nach der Molekülgröße. 

Die proteinhaltigen Bereiche des Gels können durch Anfärben mit Coomassie-Blue-Lösung

sichtbar gemacht werden, indem der Farbstoff selektiv an das Protein bindet. Ein Molekular-

gewichts-Standard erlaubt die Bestimmung der Molmasse. Der verwendete Molekularge-

wichtsmarker MW-SDS-70L (Sigma-Aldrich, Taufkirchen) enthält folgende Proteine:

MW in Da

α-Lactalbumin aus Kuhmilch 14.200

Trypsin-Inhibitor aus Sojabohnen 20.100

Trypsinogen, PMSF behandelt 24.000

Carbo-Anhydrase aus Rindererythrocyten 29.000

Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase 

aus Kaninchenmuskel 36.000

Albumin aus Hühnerei 45.000

Albumin aus Rinderserum 66.000
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2.3.3.2 Glycin-System

Neben dem in dieser Arbeit ausschließlich verwendeten Glycin-System gibt es auch das für

kleinere Proteine besser geeignete Tricin-System mit einer höheren Trennleistung. Als Werte

zur Charakterisierung der Porengröße und deren Verteilung dienen der T- und C-Wert nach

Hjerten. T symbolisiert die totale Acrylamid-Konzentration und errechnet sich nach

Gleichung (I); C ist ein Maß für den Vernetzungsgrad und wird nach Gleichung (II)

berechnet:

(I)  T = (A + B) / V           (II)  C = B / (A + B)

Es bedeuten:

A: enthaltene Masse Acrylamid in g

B: enthaltene Masse N,N´-Methylen-bisacrylamid in g

V: Gesamtvolumen in ml

Das Sammelgel besitzt einen T-Wert von 4 % und einen C-Wert von 3 %. Für das Trenngel

betragen die Werte 15 % T und 3 % C. Als Leition fungiert hier Chlorid, als Folgeion das

Glycinat-Anion.

Das Trenngel mußte zuerst gegossen werden, weil darauf noch das Sammelgel polymerisiert

wurde. Acrylamidlösungen, Gelpuffer und Wasser wurden vor Gebrauch filtriert und entgast.

Die hier angegebenen Mengen reichen für zwei Gele der Größe 6 x 8 cm und der

Schichtdicke 0.75 mm. Für das Trenngel wurden benötigt:

Trenngel 15 % T, 3 % C:

3.75 ml Acrylamidlösung (40 % T; 3 % C)

2.5 ml Trenngelpuffer (4x; Glycin-System)

3.75 ml Wasser

75 µl Ammoniumperoxodisulfatlösung, 10 %ig

5 µl TEMED

Die o.g. Bestandteile wurden vermischt und zügig in den vorbereiteten Gießstand so

eingegossen, dass die Oberkante der Lösung ca. 1 cm unterhalb der Glasplatte zu liegen kam.
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Es wurde mit 50% wässrigem Isopropanol überschichtet und eine halbe Stunde gewartet bis

das Gel auspolymerisiert war. Dann wurde das Isopropanol-Gemisch abgegossen, der

Teflon-Kamm für die Geltaschen eingesetzt und das Sammelgel wie folgt vorbereitet:

Sammelgel 4 % T, 3 % C:

0.5 ml Acrylamidlösung (40 % T; 3 % C)

2.5 ml Sammelgelpuffer (2x; Glycin-System)

2.0 ml Wasser

75 µl Ammoniumperoxodisulfatlösung, 10 %ig

5 µl TEMED

Die o.g. Bestandteile wurden vermischt und die Lösung bis zum oberen Rand in den

Gelgießstand einpipettiert. Man ließ ca. 15 Minuten polymerisieren, nahm den Kamm heraus

und pipettierte jeweils ca. 5 - 15 µl der Proteinproben in die Geltaschen ein. Die

Elektrophorese erfolgte unter Wasserkühlung bei einer konstanten Stromstärke von 20 mA

pro Gel. Hatte die Bande des Bromphenolblau den unteren Rand des Gels erreicht, wurde die

Elektrophorese beendet und die Gele gefärbt.

2.3.3.3 Färbung

Die Gele wurden eine halbe Stunde in der Färbelösung inkubiert. Die Färbelösung wurde

mehrfach wiederverwendet. Anschließend wurden die Gele in der Entfärbelösung I eine

Stunde entfärbt; für eine Entfärbung über Nacht wurde die Entfärbelösung II benutzt. Danach

konnten die Gele in die Aufbewahrungslösung gegeben werden.

2.3.4 Proteinreinigung

2.3.4.1 Ultraschallaufschluß

Zur Gewinnung des löslichen Anteils zellulärer Proteine aus Expressionsklonen wurden die

Zellen mit Ultraschall aufgeschlossen. Hierzu wurde das Zellpellet in Pro-

teinaufschluß-Puffer resuspendiert und die Mischung auf Eis gekühlt, wobei pro Gramm

feuchte Zellmasse 10 ml Puffer verwendet wurden. Zellen aus 20 ml Testanzuchten wurden
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in 1 ml Puffer suspendiert. Der Aufschluß erfolgte mit dem Ultraschall-Gerät Sonifier 250

der Firma Branson (USA). Für 1 ml Ansätze wurde dabei der MicroTip-Aufsatz als Spitze

verwendet. In diesem Fall wurden die Proben zweimal acht Sekunden auf Stufe 4 beschallt.

Größere Mengen Zellsuspension wurden mit "50 - 60 % gepulsten" Ultraschallstößen in 3

Zyklen zu je 30 Pulsen bei Stufe 5 aufgeschlossen. Nach jeder Beschallung wurden die

Zellen 5 Minuten auf Eis gekühlt. Die Zelltrümmer wurden anschließend 30 Minuten bei

15000 UpM und 4 °C abzentrifugiert. Der so erhaltene Rohextrakt wurde vorsichtig mit einer

Glaspipette aus dem Zentrifugenbecher abgehoben, auf Eis gelagert und umgehend auf das

entsprechende Protein aufgearbeitet. Die aus den Testanzuchten erhaltenen Rohextrakte und

Zelltrümmer wurden mittels SDS-PAGE auf das gewünschte Protein hin untersucht.

2.3.4.2 Ionenaustauschchromatogaphie:

Etwa 3 g feuchte Zellmasse wurden in 30 ml Puffer A (20 mM Kaliumphosphat-Puffer, pH

7.1) resuspendiert, mit 3 mg Lysozym, einer Spatelspitze DNase I und RNase A versetzt und

eine halbe Stunde bei 37 °C unter Schütteln inkubiert. Anschließend wurde, wie oben

beschrieben, mit Ultraschall aufgeschlossen und 30 Minuten bei 15000 UpM zentrifugiert.

Der Überstand wurde sorgfältig mit einer Glaspipette abgehoben und mit demselben

Volumen Wasser verdünnt, ggf. der pH-Wert korrigiert und der Rohextrakt auf eine

Anionenaustausch-Chromatographiesäule Sepharose-Q_ff (fast flow) (Pharmacia, Freiburg)

aufgetragen, die zuvor mit Puffer A äquilibriert wurde. Bei dem Säulenmaterial handelt es

sich um hochvernetzte Agarose, welche quartäre Amoniumverbindungen als positiv geladene

Seitengruppen trägt und dadurch als Anionenaustauscher fungiert. Die Säule wurde zunächst

mit Puffer A gewaschen um ungebundene Bestandteile zu entfernen. Die Elution erfolgte

anschließend in einem aufsteigenden Kaliumchlorid-Gradienten von 0 - 1 M KCl in einem

Volumen von 500 ml. Die Flußrate betrug durchgehend 3 ml/min. Es wurden Fraktionen zu

je 10 ml Volumen gesammelt. Als Maß für die Proteinkonzentration wurde die

UV-Absorption bei 280 nm aufgezeichnet. Die Fraktionen wurden mittels SDS-PAGE

analysiert, die das gewünschte Protein enthaltenden Fraktionen vereinigt und mittels

Ultrafiltration aufkonzentriert.
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2.3.4.3 Nickelchelat-Affinitätschromatographie

Proteine mit mehreren Histidinresten in Folge binden sehr spezifisch an mit Metallionen

beladene Chelatliganden, indem der Imidazolring des Histidinrestes an das Metall

koordiniert. Diese Tatsache wird bei der Affinitätschromatographie mit über Chelatliganden

immobilisierten Metallionen ausgenutzt. Dadurch wird es ermöglicht, rekombinante Proteine

in einem einzigen Schritt zu reinigen (Stüber et al., 1990). Auch Proteine, die unter

physiologischen Bedingungen unlöslich sind oder als Einschlußkörper anfallen, können

durch vorherige Solubilisierung in 8 M Harnstoff oder 6 M Guanidinium-Hydrochlorid

gereinigt werden. Üblicherweise wird in einem Vorversuch geklärt, ob die Reinigung unter

nativen oder denaturierenden Bedingungen durchgeführt wird. Die Elution erfolgt unter den

hier ausschließlich angewendeten nativen Bedingungen mit Imidazol, das die Histidinreste

des rekombinanten Proteins kompetitiv vom Metallatom verdrängt.

Vorversuche mit Ni -NTA Spin Kit (Qiagen, Hilden):

20 ml Flüssigkultur eines entsprechenden Klons wurden durch Zentrifugation geerntet und

mit 0.9 % Saline gewaschen. Nach dem Resuspendieren in 1 ml Lyse-Puffer wurde mit

Ultraschall aufgeschlossen und die Zelltrümmer mit der Zentrifuge sedimentiert. Eine

Ni-NTA spin column wurde während zweiminütiger Zentrifugation bei 2000 UpM mit 600 µl

Lyse-Puffer äquilibriert. Anschließend wurde die spin column mit 600 ml des klaren

Rohextrakts beladen und 10 Minuten bei 4 °C inkubiert. Nach dem Abzentrifugieren wurde

das Säulchen zweimal mit Waschpuffer (600 µl) gespült; die Elution erfolgte mit 150 µl

Elutionspuffer. Alle Zentrifugationsschritte wurden bei 2000 UpM während zwei Minuten

durchgeführt. Alle Fraktionen wurden gesammelt und mit SDS-PAGE auf das Zielprotein

untersucht.

FPLC-Reinigung mit Nickelchelat-Affinitätsmaterial:

5 g feuchte Zellmasse wurden in 50 ml Lyse-Puffer resuspendiert und mit Ultraschall

aufgeschlossen. Zelltrümmer wurden durch Zentrifugation abgetrennt; der Überstand wurde

auf eine mit Lyse-Puffer (Puffer A) äquilibrierte Nickelchelat-Affinitätssäule (Ni-NTA-

Chelating-Sepharose) mit einer Geschwindigkeit von 2 ml/min aufgetragen und mit 5 Säulen-

volumina Puffer A gewaschen. Danach erfolgte die Elution durch einen aufsteigenden

Imidazol-Gradienten von 20 mM (Puffer A) bis 500 mM Imidazol (Puffer B). Die UV-
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Absorbtion bei 280 nm wurde ständig aufgezeichnet und ermöglichte die Zuordnung der zu je

5 ml gesammelten Fraktionen. Die Protein enthaltenden Fraktionen wurden mit SDS-PAGE

analysiert. Die Regeneration erfolgte durch Spülen mit je 3 Säulenvolumina 0.2-M Natron-

lauge, Regenerierpuffer und 100 mM Nickelsulfat, jeweils im Gegenstrom.

2.3.4.4 Konzentrationsbestimmung

Die Bestimmung des Gesamtproteins nach Bradford (1976) wurde in einer modifizierten

Form nach Read und Northcote (1981) durchgeführt. Proteinlösung und Bradfordpuffer

wurden vermischt, so dass sich ein Gesamtvolumen von 50 µl ergab; der Anteil des

Bradford-Puffers muß jedoch mindestens 25 µl betragen. Dann wurden 950 µl

Bradford-Reagenz hinzugegeben, vermischt und nach 20-minütiger Inkubation bei

Raumtemperatur die optische Dichte bei 595 nm gemessen. Eine Lösung aus 50 µl

Bradford-Puffer und 950 µl Bradford-Reagnez diente als Nullwert; als Eichsubstanz wurde

Rinderserumalbumin in Bradford-Puffer verwendet. 

Die Konzentration gereinigter Proteinlösungen konnte anhand der UV-Absorption bei 280

nm bestimmt werden. Hierzu wurde die Extinktion der Proteinlösung für eine Konzentration

von 1-mg Protein/ml und eine Wellenlänge von 280 nm mit einem Computerprogramm

abgeschätzt; dabei ging die Aminosäuresequenz inkrementweise in die Berechnung ein. Die

Werte dieser Abschätzung können für die einzelnen Proteine dieser Arbeit Tabelle 3.1

entnommen werden. Der Puffer ohne Protein diente als Nullwert; durch Verwendung

derselben Küvette fiel die Schichtdicke als Einflußgröße weg.

2.3.4.5 Proteinkonzentration durch Ultrafiltration

Die Ultrafiltration diente der Konzentration von Proteinen. Es wurden Rührzellen der Firma

Amicon (Witten/Westfalen) mit 10 ml und 50 ml Volumen verwendet. Das Prinzip besteht

darin, dass die proteinhaltige Lösung unter Rühren mit 5 bar Stickstoffüberdruck durch eine

Membran gepreßt wird. Die Ausschlußgrenze der Membran wurde je nach Molekulargewicht

des Proteins mit 10 kDa - 30 kDa so gewählt, dass das überexprimierte Protein zurück-

gehalten wurden, Wasser, niedermolekulare Substanzen und kleinere Proteine aber

ungehindert durch die Membran hindurchtreten konnten.
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2.4 Spektroskopische Methoden

2.4.1 NMR-Spektroskopie

Für die 1H-, 2H-, 13C- und 31P-Kernresonanzspektroskopie standen verschiedene Geräte von

Bruker mit einer Magnetfeldstärke von 250, 360 und 500 MHz zur Verfügung. Letzteres

wurde vorzugsweise benutzt und lieferte bei 11.75 Tesla 1H-Resonanzfrequenzen von 500.13

MHz und 13C-Resonanzfrequenzen von 125.77 MHz. Für 1H- und 13C-NMR-Spektren wurde

ein 13C-/1H-Dualprobenkopf verwendet. Für alle zweidimensionalen Experimente mit

Detektion von Protonen wurde ein inverser 1H-/13C-/15N-Tripelresonanzprobenkopf benutzt.

Eindimensionale Spektren wurden meist am rotierenden (20 Hz), mehrdimensionale Spektren

dagegen am stehenden Röhrchen gemessen. Die Proben wurden in der Regel bei 300 K in

deuterierten Solvenzien gelöst (D2O/H2O (10 % v/v), D2O, DMSO, CDCl3) in 5 mm

NMR-Röhrchen gemessen. Die Spektrenaufnahme und -bearbeitung erfolgte mit einer

Bruker-Standardsoftware (XWINNMR 3.0 bzw. 1D/2D-WINNMR 5.0). Die Simulation von

Signalen wurde mit NMRSIM (Bruker) durchgeführt. Bei den eindimensionalen

Experimenten wurde der Datensatz mit einer Gauß-Lorentz-Funktion multipliziert (gb: 0.01 -

0.2, lb: -1 bis -2). Die Mischzeit im 13C-TOCSY betrug 60 ms. 13C-Messungen wurden

mittels CPD Protonen-entkoppelt gemessen. 3-(Trimethylsilyl)-1-propansulfonat diente als

externer Standard für 1H- und 13C-Spektren. 

2.4.2 IR-Spektroskopie

Festkörper IR-Spektren von Riboflavin und 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin wurden an einem

1600 series FTIR-Spektrometer (Perkin Elmer, Norwalk, USA) gemessen. Dazu wurde in

einer Achatreibschale 1 mg getrocknete Substanz mit einer Spatelspitze getrocknetem KBr

verrieben und mit einer hydraulischen Presse unter Vakuum mit 10 t Belastung zu einem

klaren Pressling geformt. Durch Summierung von 64 Einzelspektren wurden IR-Spektren im

Bereich zwischen 4000 und 500 cm-1 mit einer Auflösung von 2 cm-1 aufgenommen. Die

Übertragung der Spektren auf den PC erfolgte mit einem Terminalprogramm über die serielle

Schnittstelle des Spektrometers. Die Umwandlung der binären Rohdaten in ein  für die

weitere Auswertung mit Microsoft Excel geeignetes x,y-Datenformat, geschah durch ein

selbstentwickeltes C++ Programm.
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2.5 Enzymatische Synthesen

2.5.1 Ribulose-5-phosphat
(Wong et al., 1980; Volk und Bacher, 1991; Richter et al., 1997)

Der Ansatz enthielt 100 mM Tris-HCl (pH 7.8), 10 mM MgCl2, 10 mM DTT, 1 mM ATP,

30-mM Phosphoenolpyruvat, 1 mM NADP, 50 mM 2-Ketoglutarat, 50 mM NH4Cl und 20

mM 13C-markierte Glukose in 5 ml entgastem, bidestilliertem Wasser sowie je 20 units

Hexokinase, Pyruvatkinase, Glukose-6-phosphat-Dehydrogenase und Glutamat-Dehydro-

genase. Der pH-Wert der Lösung wurde mehrfach kontrolliert und bei Bedarf mit NaOH

wieder auf 7.8 eingestellt. Nach 30 minütiger Inkubation bei 37 °C wurde der Ansatz zur

Entfernung der Enzyme durch eine Ultrafiltrationsmembran (10 kDa) filtriert. Anschließend

wurden je 20 units 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenase und Glutamat-Dehydrogenase

zugegeben und weitere 30 min bei 37 °C inkubiert. Der Verlauf der Reaktion wurde mittels

NMR-Spektroskopie verfolgt. Falls die Lösung nicht sofort für weitere Umsetzungen

eingesetzt wurde, wurde sie mit 600 µl Bariumchlorid (1 M) und 2 ml TCA (15 %) versetzt, 2

min gerührt, mit einer gesättigter BaOH-Lösung neutralisiert und zentrifugiert. Der

Überstand wurde mit 40 ml Ethanol und 90 ml Aceton verdünnt und über Nacht bei -20 °C

stehen gelassen. Der weiße Niederschlag wurde abzentrifugiert, mit Ethanol gewaschen und

im Vakuum getrocknet. Das Bariumsalz von Ribulose-5-phosphat wurde bei -80 °C gelagert.

Bei Verwendung der rekombinanten Glukokinase aus B. subtilis konnte der Ultrafiltrations-

schritt ausgelassen werden, der Ansatz enthielt in diesem Fall von Anfang an 6-Phospho-

glukonat-Dehydrogenase. Die kommerziell erhältliche Hexokinase enthält dagegen Spuren

von Pentosephosphat-Isomerase und -Epimerase, so dass man ohne Ultrafiltration vor dem

letzten Reaktionsschritt ein Gemisch an Ribulose-5-phosphat, Ribose-5-phosphat und

Xylulose-5-phosphat erhielt. Eine solche Gleichgewichtsmischung von Pentosephosphaten

konnte jedoch ohne wesentliche Verluste für die weitere enzymatische Umsetzung zu

3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat oder 5-Phosphoribosyl-1-pyrophosphat verwendet

werden, da das jeweils benötigte Substrat aus dem Gleichgewicht nachgebildet wurde.
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2.5.2 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat
(Volk und Bacher, 1991; Richter et al., 1997)

Die enzymatische Synthese von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat entsprach weitgehend

dem unter 2.4.1 geschildertem Verfahren zu Herstellung von Ribulose-5-phosphat. Der

Ansatz enthielt zusätzlich 0.5 mg des rekombinant exprimierten Enzyms 3,4-Dihydroxy-

2-butanon-4-phosphat-Synthase aus E. coli. Ein Ultrafiltrationsschritt war hier nicht nötig.

Die Reaktions-Lösung wurde entweder direkt verwendet oder das Produkt wie oben

beschrieben als Bariumsalz isoliert und gelagert.

2.5.3 Guanosin-5’-triphosphat (Bracher et al., 1998; Tolbert und Williamson, 1997;

Bouhss et al., 1995; Römisch, 2000)

In 25 ml Reaktionspuffer (100 mM Tris-HCl (pH 7.8), 10 mM MgCl2, 5 mM DTT) wurde
13C-markierte Glukose (100 mg), ATP (15 mg), PEP (845 mg), NAD+(18 mg), 2-Ketoglutarat

(195 mg) und NH4Cl (100 mg) gelöst und der pH-Wert der Lösung auf 8.0 eingestellt. Dem

Ansatz wurden folgende Enzyme zugegeben: Hexokinase, Pyruvatkinase, Glukose-

6-phosphat-Dehydrogenase, 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenase, Phosphoriboisomerase,

Myokinase (je 50 units) und Glutamat-Dehydrogenase (100 units) sowie die folgenden

rekombinanten Enzyme  aus E. coli: PRPP-Synthase (14 mg), Xanthin/Guanin-Phospho-

ribosyltransferase (5 mg), GMP-Synthase (6 mg) und Guanylatkinase (4 mg). Xanthin (82

mg) wurde in NaOH (0.5 M) gelöst und über mehrere Stunden aliquotiert zugegeben. Der

pH-Wert wurde mehrfach kontrolliert und bei Bedarf auf 7.8 - 8.0 eingestellt. Der Ansatz

wurde 48 h bei 37 °C inkubiert. 

Der Reaktionsverlauf wurde mittels 13C-NMR-Spektroskopie beobachtet und bei Bedarf

wurden die Enzyme ergänzt, welche die Umsetzung noch nicht abreagierter Intermediate

katalysierten.  Nach Beendigung der Reaktion wurden ausgefallene Proteine bzw. nicht

abreagiertes Xanthin abzentrifugiert. Gelöste Proteine wurden durch Ultrafiltration (10 kDa

Membran) aus dem Überstand entfernt. Dieser wurde mit Wasser auf 2 l verdünnt, ein

pH-Wert von 3.5 eingestellt und auf eine DEAE Cellulose-Säule (Whatman DE52, 4 x 8 cm)

aufgetragen. Diese wurde mit 500 ml Puffer A (30 mM LiCl, pH 3.5) gespült und in einem

Gradienten von 7 - 50 % Puffer B (1 M LiCl, pH 6.5) über 1 l Elutionsvolumen entwickelt.

Zur vollständigen Elution wurde mit zwei Säulenvolumen Puffer B gespült. Dabei wurde
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mittels UV Detektion bei 280 nm ein Chromatogramm des Eluenten aufgenommen. GTP

enthaltende Fraktionen wurden vereinigt und lyophilisiert. Der Rückstand wurde mit

absolutem Methanol extrahiert. Das Lithiumsalz von GTP, welches sich im Gegensatz zu

LiCl in trockenem Methanol nicht löst, wurde abzentrifugiert und im Vakuum getrocknet.

Die Ausbeute wurde photometrisch bestimmt (ε252 nm = 13.7 mM-1 cm-1) und betrug bis zu

70-% bezogen auf die eingesetzte Glukose, lag im Allgemeinen jedoch im Bereich von 25 -

50 %. Als 13C-markierte Edukte wurden [U-13C6]Glukose, [1-13C1]Glukose, [3-13C1]Glukose

und [2-13C1]Xanthin eingesetzt.   

2.5.4 Riboflavin

2.5.4.1 Xylolring-Markierungen aus Glukose-Isotopologen (Römisch et al., 2002)

Eine Lösung aus 13C-markierter Glukose (500 mg), ATP (30 mg), Phosphoenolpyruvat (610

mg), NADP (40 mg), 2-Ketoglutarat (995 mg), NH4Cl (317 mg), Tris-HCl (100 mM), MgCl2

(10 mM), DTT (10 mM), NaN3 (0.02 %) und frisch hergestelltem 5-Amino-6-ribityl-

amino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (Kapitel 2.6.7) in einem Gesamtvolumen von 200 ml

wurde mit Argon überschichtet und mit NaOH (3 M) auf pH 7.8 eingestellt. Nach Zugabe

von Hexokinase (100 units), Pyruvatkinase (100 units), Glukose-6-phosphat-Dehydrogenase

(50 units), 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenase (50 units), Glutamat-Dehydrogenase (100

units), Phosphoriboisomerase (10 units), 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase aus

E. coli (5 mg), 6,7-Dimethyl-8-ribitylllumazin-Synthase aus B. subtilis (75 mg) und

Riboflavin- Synthase aus E. coli (50 mg) wurde der Ansatz 3 Tage unter Schutzgas im

Dunklen bei 25 °C inkubiert. Während den ersten Stunden wurde der pH-Wert mehrfach

kontrolliert und auf bei Bedarf auf 7.8 eingestellt. Der orange Niederschlag wurde

abzentrifugiert und aus Wasser oder Essigsäure (3 M) umkristallisiert. Die vereinigten

Mutterlaugen wurden auf eine Florisil-Säule (2.8 x 10 cm) aufgetragen, welche mit 400 ml

Wasser und 200 ml Aceton/Wasser (1:4 v/v) gewaschen wurde. Die Elution des gelben

Riboflavins erfolgte mit 600 ml Aceton/Wasser (1:1 v/v). Die gelb gefärbten Fraktionen des

Eluats wurden vereinigt und zur Kristallisation eingeengt. 

Der geschilderte Ansatz wurde - teils mit Variationen (Inkubation bei 37 °C, eingesetzte

Glukosemenge von 20 bis 800 mg, eingesetzte Enzymmengen, rekombinante statt
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kommerzielle Enzyme für Glukokinase, Glukose-6-phosphat-Dehydrogenase, 6-Phospho-

glukonat-Dehydrogenase) - mehrfach wiederholt. Neben [U-13C6]Glukose wurden in den

Positionen C-2, C-3, C-4 und C-6 einfach 13C-markierte Glukose Isotopomere eingesetzt. Das

organisch synthetisch gewonnene Pyrimidin-Edukt (Kapitel 2.6.7) wurde unmarkiert sowie

als [1’-13C1]-markierte Verbindung verwendet. Eine Übersicht über die in Ausbeuten von 30 -

50 % hergestellten Isotopologe gibt die Tabelle 3.4). Die Reaktionen konnten jeweils mittels
13C-NMR-Spektroskopie verfolgt werden, so dass evtl. inaktive Enzyme ergänzt werden

konnten. Insbesondere bei den einfach markierten Glukose-Substraten war auf einen hohen

Überschuss an Lumazinsynthase zu 3,4-Dihydroxybutanon-4-phosphat-Synthase zu achten,

da sonst das symmetrische Zerfallsprodukt 2,3-Butandion zu unselektiven zusätzlichen

Markierungen führte.

2.5.4.2 Stickstoff-Markierung und stochastische Bibliotheken aus 6,7-Dimethyl-

8-ribityllumazin-Isotopologen

6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Isotopologe konnten analog zu Riboflavin-Isotopologen

enzymatisch aus Glukose (Kapitel 2.5.6) oder durch Kondensation der markierten Vorstufe

5-Amino-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion mit 2,3-Butandion synthetisch (Kapitel

2.6.8) gewonnen werden. Aus fermentativen Verfahren standen stochastische Bibliotheken

markierter Lumazinmoleküle zur Verfügung (Illarionov et al., 2004). Die Umsetzung von

6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin zu Riboflavin geschah durch Inkubation einer wässrigen

Lumazinlösung in 100 mM Tris-HCl (pH 7.8) mit Riboflavin-Synthase aus E. coli bei 37 °C.

Da bei dieser Reaktion aus zwei Lumazinmolekülen ein Riboflavinmolekül und ein Molekül

des Intermediats  5-Amino-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion entsteht betrug die

theoretische Ausbeute nur 50 %. Sollte nicht auf die Hälfte der Ausbeute verzichtet werden,

so enthielt der Ansatz zusätzlich ein Äquivalent 2,3-Butandion oder alternativ ein Äquivalent

enzymatisch erzeugtes 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat (Kapitel 2.5.2) und 6,7-Di-

methyl-8-ribityllumazin-Synthase aus B. subtilis. 

2.5.4.3 Ribitiylseitenketten Markierung aus GTP-Isotopologen

Dem unter 2.4.3 beschriebenen GTP-Ansatz mit [U-13C6]Glukose als markiertem Ausgangs-

stoff wurden nach Beendigung der XGPRT-Reaktion als weitere Enzyme GTP-Cyclohydro-

lase II aus E. coli (10 mg) und Desaminase/Reduktase aus E. coli (6 mg) sowie eine
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äquivalente Menge NADH (300 mg) zugesetzt. Guanylatkinase (1.4 mg) und Pyruvatkinase

(20 units) wurden ebenfalls ergänzt. Der Ansatz wurde im Dunklen unter einer Argon-

Atmosphäre bei 37 °C inkubiert, bis im 13C-NMR-Spektrum keine weitere Zunahme des

Reduktaseprodukts (charakteristisches Signal von C-1’ bei 43 ppm) zu erkennen war.  Der

pH-Wert wurde auf 4.8 eingestellt, 50 units saure Phosphatase wurden hinzugegeben und der

Ansatz wurde weiter unter Schutzgas bei 37 °C inkubiert. Nach Zugabe von 2,3-Butandion

(75 µl) und weiterer Phosphatase (100 units) wurde die Reaktion mittels Dünnschicht-

chromatographie an Cellulose (3 % wässriges NH4Cl) verfolgt, bis Lumazinphosphat

vollständig in Lumazin umgewandelt wurde. 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin wurde, wie unter

2.4.4.2 beschrieben, mit Riboflavin-Synthase zu Riboflavin umgesetzt. Die Gesamtausbeute,

des noch zu optimierenden Prozesses, betrug 10 % bezogen auf  [U-13C6]Glukose.

2.5.5 Flavinmononukleotid (FMN)

Ein Reaktionsansatz mit 100 mM Tris-HCl (pH 8.0), 10 mM MgCl2, Riboflavin (20 mg),

ATP (1.5 mg), PEP (15 mg), Pyruvatkinase (10 units) und Flavokinase aus S. pombe (2 mg)

wurde über Nacht bei 37 °C inkubiert. Der Umsatz zu FMN wurde mittels Dünnschicht-

chromatographie an Kieselgelplatten (Laufmittel: 3% wässriges NH4Cl) kontrolliert. Oft

konnte die Lösung z.B. für die Rekonstitution von Flavoproteinen direkt verwendet werden.

Falls eine Reinigung des FMN nötig war, wurden Proteine durch Zugabe von TCA (15%)

gefällt und abzentrifugiert. Anschließend wurde die Lösung neutralisiert und auf eine

Sep-Pak C18-Säule (Waters, Milford, USA) aufgetragen, mit Wasser gespült und mit

Methanol eluiert. Die gelbe Fraktion des Eluats wurde eingeengt und im Vakuum getrocknet.

2.5.6 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin

Die enzymatische Synthese von 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin verlief weitgehend analog zur

enzymatischen Riboflavinsynthese aus 13C-markierten Glukose-Isotopologen (Kapitel

2.5.4.1). Eine Lösung aus 100 mM Tris-HCl (pH 7.8), 10 mM MgCl2, 10 mM DTT,
13C-markierter Glukose (50 mg), ATP (7 mg), PEP (70 mg), NAD+(10 mg), 2-Ketoglutarat

(100 mg), 5-Amino-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (75 mg), Pyruvatkinase,

Hexokinase  (je 50 units), Glukose-6-phosphat-Dehydrogenase, Glutamat-Dehydrogenase (je

10 units), 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenase aus B. subtilis (5 mg), 3,4-Dihydroxy-
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2-butanon-4-phosphat-Synthase aus E. coli (12 mg) und 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-

Synthase aus B. subtilis (45 mg) wurde über Nacht im Dunklen unter Schutzgas bei 37 °C

inkubiert. Die Reaktionsmischung wurde zentrifugiert und auf eine Florisil-Säule (2.5 x 5

cm) aufgetragen. Die Säule wurde mit Wasser gespült und 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin

wurde mit Wasser/Aceton (1:1 v/v) eluiert. Die grün fluoreszierenden Fraktionen wurden

vereinigt, eingeengt und im Vakuum getrocknet. Die Ausbeute lag zwischen 50 und 65 %

Umsatz. Die Synthese wurde mit [U-13C6]-, [2-13C1]-, [3-13C1]-, [4-13C1]- und [6-13C1]Glukose

durchgeführt. Eine weitere Reinigung konnte durch Umkristallisieren des Produkts aus

Wasser/Ethanol (1:1 v/v) erreicht werden.

2.6 Organisch Chemische Synthesen

2.6.1 D-Riboseoxim (Plaut und Harvey, 1971)

Hydroxylaminhydrochlorid (59 g) wurde in 300 ml absolutem Ethanol suspendiert und mit 2

Tropfen einer alkoholischen Phenolphtaleinlösung (1%) versetzt. Unter Rühren wurde eine

aus Natrium und absolutem Ethanol frisch hergestellte Natrium-Ethanolatlösung zugetropft,

bis sich die rosa Phenolphtaleinfärbung der Suspension innerhalb einer Minute gerade noch

entfärbte. Das ausgefallene Natriumchlorid wurde abfiltriert und das Filtrat auf 70 °C erhitzt.

D-Ribose (54.9 g) wurde in kleinen Portionen zugegeben und die Reaktionsmischung über

Nacht bei Raumtemperatur stehengelassen. Auskristallisiertes weißes Riboseoxim wurde

abfiltriert. Aus der Mutterlauge konnte durch Einengen weiteres Riboseoxim kristallisiert

werden. Nach Trocknung im Exsikkator betrug die Ausbeute an Riboseoxim 80 - 90 %. Zur

Herstellung von [1-13C1]-markiertem Riboseoxim wurde der Ansatz linear auf 2 g  [1-13C1]-

D-Ribose, zur Synthese von [15N1]Riboseoxim auf 1 g [15N1]Hydroxylammoniumchlorid

herunterskaliert. 

2.6.2 D-Ribitylamin (Plaut und Harvey, 1971)

Eine Suspension von 25 g Riboseoxim und 500 mg PtO2-Katalysator in 400 ml Eisessig

wurde in einer Hydrierapparatur unter H2-Athmosphäre gerührt, bis sich der weiße Feststoff

komplett gelöst hatte und kein Wasserstoff mehr verbraucht wurde. Der Katalysator wurde
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abfiltriert und das Filtrat unter Vakuum zu einem sirupartigen Öl eingeengt. Der Rückstand

wurde in 100 ml Wasser gelöst und auf eine Säule aus Dowex 50W-X8 (2 x 40 cm, 20-50

mesh, H+-Form) aufgetragen. Die Säule wurde mit 500 ml Wasser gewaschen und mit 500 ml

3M NH4OH entwickelt. Der pH-Wert des Durchlaufs wurde verfolgt und der alkalische Teil

des Eluats zu einem braunen Sirup eingeengt. Reste von Ammoniak wurden durch

wiederholtes Aufnehmen in Wasser und erneutes Einengen entfernt. Die Ausbeute an

D-Ribitylamin (65 - 75 %) wurde durch Titration gegen HCl-Maßlösung bestimmt. Für die

Synthese von [1-13C1]- und [1-15N1]D-Ribitylamin wurde der Ansatz entsprechend der

eingesetzten Menge Riboseoxim herunterskaliert.

2.6.3 4-Chloruracil (Cresswell und Wood, 1960)

2,4,6-Trichlorpyrimidin (48 g) wurde mit 420 ml Natronlauge (2.5 M) versetzt und für 16 h

unter Rückfluß erhitzt. Die Reaktionsmischung wurde abgekühlt und mit 50 ml Salzsäure

(12-M) angesäuert. Der weiße Niederschlag wurde abfiltriert, mit Wasser gewaschen und

getrocknet. Die Ausbeute an 4-Chloruracil betrug ca. 92 %. 

2.6.4 4-Chlor-5-nitrouracil (Cresswell und Wood, 1960)

4-Chloruracil (5 g) wurden bei Raumtemperatur nach und nach in konzentrierter

Schwefelsäure (15 ml) gelöst, wobei darauf geachtet wurde, dass sich die Mischung nicht

über 45 °C erhitzte. Unter Kühlung mit einer Eis/Kochsalz Kältemischung wurde langsam

konzentrierte Salpetersäure (5.3 ml) zugetropft und noch weitere 30 min bei Raumtemperatur

gerührt. Die Reaktionsmischung wurde unter Rühren langsam in ein gekühltes Gefäß mit 20

g Eis gegossen. Der weiße Niederschlag wurde abfiltriert, mit Eiswasser gewaschen und im

Exsikkator über P2O5 getrocknet. Die sehr reaktive Verbindung wurde möglichst rasch

weiterverwendet.

2.6.5 5-Nitroso-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion
(Plaut und Harvey, 1971)

D-Ribitylamin (4 g) und 4-Chloruracil (2 g) wurden in 80 ml Wasser gelöst und 24 h unter

Rückfluß gekocht. Unter Eiskühlung wurde NaNO2 (6 g) zugegeben und die Lösung mit
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Essigsäure (10 %) auf pH 4.6 eingestellt. Die tiefrote Lösung wurde noch 30 min im Eisbad

und 1 h bei Raumtemperatur gerührt. Der Ansatz wurde eingeengt, in 80 ml

Ammoniaklösung (0.15 M) aufgenommen und auf eine Säule aus Dowex 1-X8 (4 x 25 cm,

100-200 mesh, Formiat-Form) aufgetragen. Die Säule wurde mit je 500 ml Wasser und

Ameisensäure (50 mM) gewaschen und und mit 3 l Ameisensäure (120 mM) eluiert. Rot

gefärbte Fraktionen wurden eingeengt und der Rückstand aus Wasser umkristallisiert. Die

Ausbeute lag typischerweise um 30 %.  Für die Synthese von [1’-13C1] bzw. [5-15N1]

5-Nitroso-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion wurde der Ansatz auf 1.4 g

[1-13C1]Ribitylamin bzw. 1 g [15N1]NaNO2 herunterskaliert.

2.6.6 5-Nitro-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion
(Cresswell und Wood, 1960; Nielsen und Bacher, 1988)

4-Chlor-5-Nitrouracil (3.9 g) in 200 ml Ethanol wurden zu einer Lösung von Ribitylamin (6

g) in 200 ml H2O gegeben. Die Mischung wurde mit K2HPO4 (1 M) auf pH 8 eingestellt und

24 h bei Raumtemperatur stehen gelassen. Der pH der Lösung wurde mit konzentiertem

Ammoniak auf 10.7 eingestellt und der entstehende Niederschlag abfiltriert. Die Lösung

wurde eingeengt und auf eine Anionenaustauscher-Säule aufgetragen (Dowex 1-X8, 4 x 20

cm 100-200 mesh, Formiat-Form). Die Säule wurde mit Wasser und 0.01 M Ameisensäure

(je 500 ml) gewaschen und mit Ameisensäure (0.1 M, 1.5 l) entwickelt. Die Fraktionen

wurden photometrisch analysiert (λmax = 227, 323 nm) und produkthaltige Fraktionen wurden

vereinigt und auf ca. 150 ml eingeengt. Der in der Kälte gebildete weiße Niederschlag wurde

abfiltriert und über P2O5 getrocknet. Die Ausbeute betrug maximal 18 %. Ein entsprechend

herunterskalierter Ansatz wurde auch zur Synthese von [6-15N1]5-Nitro-6-Ribitylamino-

2,4(1H,3H)-pyrimidindion aus 0.8 g [1-15N1]Ribitylamin verwendet.

2.6.7 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion
(Sedlmaier et al., 1987)

Eine Suspension von 1.5 g 5-Nitro-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion oder

5-Nitroso-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion und 180 mg Palladium-Aktivkohle-

Katalysator in 50 ml Wasser wurde in einer Hydrierapparatur bei Raumtemperatur unter einer

H2-Athmosphäre gerührt, bis kein Wasserstoffverbrauch mehr festzustellen war. Der

Katalysator wurde rasch abfiltriert und die luftempfindliche Lösung entweder unter Stickstoff
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oder Argonathmosphäre sofort umgesetzt oder nach Zugabe von 100 mM DTT bei -20 °C

eingefroren. 

2.6.8 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin (Cresswell und Wood, 1960)

Die nichtenzymatische Umsetzung von 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion

zu 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin erfolgte durch Kondensation mit einer äquivalenten Menge

2,3-Butandion in wässriger Lösung während einstündiger Inkubation bei 37 °C. Das Lumazin

konnte bei Bedarf durch Säulenchromatographie an Florisil und/oder durch Umkristallisation

aus Ethanol/Wasser (1:1 v/v) gereinigt werden.

2.6.9 Barbitursäure (Dickey und Gray, 1938)

Natrium (0.72 g) wurde in 15 ml absolutem Ethanol gelöst. Zu 1.5 ml dieser frisch

hergestellten Natriumethanolatlösung wurden nacheneinander 0.5 g Diethylmalonat und 188

mg trockner Harnstoff gegeben, welcher zuvor in 1.5 ml heißem Ethanol gelöst wurde. Die

Mischung wurde 7 h unter Rückfluß auf 110 °C erhitzt. Nach Zugabe von 3.1 ml heißem

Wasser und Ansäuern mit konzentrierter Salzsäure kristallisierte über Nacht im Kühlschrank

ein weißer Niederschlag aus. Als isotopmarkierte Edukte wurden in verschiedenen

Kombinationen [1,3-15N2]- und [2-13C1]Harnstoff sowie [1,3-13C2]- und [2-13C1]-

Diethylmalonat eingesetzt. Die Ausbeuten lagen mit ca. 30 % deutlich unter denen in der

Orginalliteratur angegebenen 72 - 78 %.

2.6.10  1-(D-Ribitylamino)-2-phenylazo-4,5-dimethylbenzol
(Karrer und Meerwein, 1936)

3,4-Dimethylanilin (4.8 g) und D-Ribose (6 g) wurden 3 h in absolutem Methanol unter

Rückfluss erhitzt. Diese Mischung wurde mit Ranney-Nickel unter einer

Wasserstoffathmosphäre hydriert. Nach Abfiltrieren des Katalysators und Einengen der

Methanollösung kristallisierte 3,4-Dimethylphenyl-D-ribitylamin mit einer Ausbeute von 80

% aus. Von dieser Substanz wurden 2.5 g unter schwachem Erwärmen in 250 ml Wasser

gelöst, einige Tropfen Essigsäure hinzugegeben und bei Raumtemperatur mit einer Lösung

von Phenyldiazoniumsulfat versetzt, so dass ein etwa 10 % iger Überschuss an
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Diazoniumsalz bestand. Die Lösung färbte sich tief rot. Nach 15 min wurde 2 M Natronlauge

zugetropft, bis sich eben ein Niederschlag zu bilden begann. Nach 20 h wurde der dunkelrote

kristalline Azofarbstoff abfiltriert und mit 50 % Ethanol gewaschen. Das Rohprodukt wurde

aus heißem Ethanol umkristallisiert. Die Ausbeute betrug 91 %. 

Die hier beschriebene Synthese wurde im Rahmen dieser Arbeit lediglich zu Testzwecken

mit unmarkierten Edukten durchgeführt, eignet sich aber im Prinzip als Alternative für die

Einführung markierter Ribose in das Zielmolekül Riboflavin. Für die Synthese von

Riboflavin aus dem unmarkierten Azofarbstoff und markierten Barbitursäure-Isotopologen

standen größere Mengen des Azofarbstoffs als Spende von Hoffmann-La Roche (Basel) zur

Verfügung.

2.6.11  Riboflavin (Tishler et al., 1947)

Barbitursäure (520 mg) wurden mit 1-(D-ribitylamino)-2-phenylazo-4,5-dimethylbenzol (1.4

g) in 6.5 ml Dioxan und 1.3 ml Eisessig 24 h unter Rückfluß gekocht. Die Mischung wurde

filtriert und der Rückstand aus kochendem Wasser umkristallisiert. Die Ausbeuten an

Ribiflavin lagen um 65 %. Der Ansatz wurde jeweils mit dem unmarkiertem Azofarbstoff

und insgesamt 5 verschiedenen Isotopologen von Barbitursäure durchgeführt (siehe Tabelle

3.3).

2.6.12  Xanthin (Shaw, 1950)

Eine Mischung aus 4-Amino-5-imidazolcarboxamidhydrochlorid (300 mg) und Harnstoff

(300 mg) wurde 2 h im Ölbad auf 175 °C erhitzt. Die erkaltete Schmelze wurde mit Wasser

aufgeschlämmt und abfiltriert. Eine Lösung des Rohprodukts in Kalilauge (1 M) wurde mit

Aktivkohle entfärbt. Durch Umfällen des Xanthins aus alkalischer Lösung mit Essigsäure

konnte es in ausreichender Reinheit isoliert werden. Die beschriebene Methode wurde für die

Synthese von [2-13C1]Xanthin aus [2-13C1]Harnstoff verwendet. Die Ausbeute betrug 75 %.

2.6.13  Xanthin (Sariri und Khalili, 2002)

Die hier beschriebene vierstufige Xanthinsynthese wurde als Vorversuch mit unmarkierten

Edukten durchgeführt, ermöglicht aber durch Verwendung markierten Harnstoffs,
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Formamids, Natriumnitrits und Ethylcyanoacetats prinzipiell die Herstellung einer Vielfalt

variabler Xanthin-Isotopologe.

6-Amino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion

Ethylcyanoacetat (4.2 g) wurde zu einer, aus  Natrium (1.8 g) und Ethanol (40 ml) frisch

hergestellten Natriumethanolatlösung zugetropft, wobei sich ein weißer Niederschlag bildete.

Vor der Zugabe von Harnstoff (2.4 g) wurde noch 20 min bei Raumtemperatur gerührt und

die Reaktionsmischung anschließend drei Stunden unter Rückfluss erhitzt. Der weiße

Niederschlag wurde abfiltriert, mit Ethanol gewaschen und in 20 ml Wasser gelöst. Diese

Lösung wurde mit Eisessig auf einen pH-Wert von 7 eingestellt. Nach 2 h bei

Raumtemperatur wurde das auskristallisierte Produkt abfiltriert und getrocknet. Die Ausbeute

betrug 88 %.

6-Amino-5-nitroso-2,4(1H,3H)-pyrimidindion

Eine Lösung von Natriumnitrit (2.8 g) in 7.4 ml Wasser wurde zu einer Mischung von

6-Amino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (4.5 g) in 2.2 ml Wasser gegeben. Unter heftigem

Rühren wurde langsam Eisessig (3.2 g) zugetropft und die Mischung noch 6 h bei

Raumtemperatur gerührt. Der rote Niederschlag wurde abfiltriert, mit Ethanol und Wasser

gewaschen und getrocknet. Die Ausbeute an 6-Amino-5-nitroso-2,4(1H,3H)-pyrimidindion

betrug 75 %.

5,6-Diamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindionsulfat

Zu einer rot gefärbten Suspension aus 6-Amino-5-nitroso-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (4.1 g)

in 25 ml heißem (90 °C) Wasser wurde innerhalb von 15 min Natriumdithionit (3.3 g)

hinzugegeben. Dabei entfärbte sich das Reaktionsgemisch und es wurde noch 20 min bei 90

°C gerührt. Der weiß-gelbliche Niederschlag von 5,6-Diamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion-

Dihydrogensulfat wurde abfiltriert und getrocknet. Nach Zugabe von 25 ml Wasser und 3 ml

konzentrierter Schwefelsäure (4.5 g) wurde die Mischung eine Stunde unter Rückfluss erhitzt

und anschließend abgekühlt. Der Niederschlag wurde abfiltriert, mit Aceton gewaschen und

getrocknet. Ausbeute: 70 %.   

Xanthin

5,6-Diamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindionsulfat (1 g) wurde mit 5 ml Formamid 90 min auf

180-°C erhitzt. Die Mischung wurde abgekühlt, das ausgefallene Xanthin abfiltriert und
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gründlich mit Wasser und  kaltem Ethanol gewaschen. Das Produkt wurde im Exsikkator

über P2O5 getrocknet. Die Ausbeute lag bei 90 %.  

2.7 Enzymassays

2.7.1 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase

Der Assay enthielt 100 mM Tris-HCl (pH 7.7), 10 mM MgCl2, 10 mM [U-13C5]Ribulose-

5-phosphat (Kapitel 2.5.1) und 10 % D2O in 500 µl Gesamtvolumen. Durch Messung eines

1D 13C-NMR-Spektrums bei konstanter Temperatur (im Allgemeinen 37 °C) wurde der Start-

wert festgelegt. Die Reaktion wurde durch Zugabe einer möglichst konzentrierten Protein-

lösung gestartet. In Intervallen von 10 min entsprechend 200 scans wurden 13C-Spektren

aufgenommen. Das Signal des während der Reaktion abgespaltenen 13C-markierten Formiats

bei 171 ppm wurde in den einzelnen Spektren integriert und dem zeitlichen Mittelwert

zwischen Anfang und Ende der jeweiligen Messung zugeordnet. Über eine Kalibriergerade

aus 13C-Intensitäten von Formiatsignalen bekannter Konzentrationen konnte die zum

jeweiligen Zeitpunkt umgesetzte Substratmenge berechnet werden. Aus der Steigung des

Graphen c[Formiat]/t im linearen Anfangsbereich wurde die Reaktionsgeschwindigkeit

abgeleitet. Bei Mutanten der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase, die bei denen

so keine Formiatbildung festzustellen war, wurde die Probe im NMR-Röhrchen weiter bei

37-°C inkubiert und im Abstand einiger Stunden nachgemessen. Gegebenenfalls wurde die

Probe über Nacht inkubiert und die Restaktivität über eine 2-Punkt Kinetik abgeschätzt. Auf

diese Weise ließen sich Restaktivitäten nachweisen, die über dem Grenzwert von 2.5 nmol h-1

mg-1 lagen.

2.7.2 GTP-Cyclohydrolase II

500 µl NMR-Ansätze enthielten 100 mM Tris-HCl (pH 8.5), 10 mM MgCl2, 10 mM DTT, 5

mM [1’-13C1]GTP, 5 mM PEP, 1 mM ATP, Pyruvatkinase und Guanylatkinase (je 2 units).

Die Probe wurde mit Argon überschichtet, im Spektrometer bei 37 °C vorinkubiert und das
13C-NMR-Spektrum der Ausgangsmischung aufgenommen. Nach Zugabe der Enzymlösung

wurde alle 10 min die Aufnahme eines neuen Spektrums gestartet. Die Integrale der
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Singulettsignale bei 86.0 (GTP), 85.1 (β-Produktanomer) und 81.7 ppm (α-Produktanomer)

wurden bestimmt und anhand ihrer relativen Intensitäten der Umsatz bzw. die

Konzentrationen der Reaktionsteilnehmer zum jeweiligen Zeitpunkt berechnet. Zur

Ermittlung von Ratenkonstanten der enzymatisch katalysierten Reaktion und der anschließen-

den spontanen Anomerisierung des Produkts wurden für ein kinetisches Modell Differenzial-

gleichungen erster Ordnung aufgestellt (Kapitel 3.5.2), deren Parameter durch die im

Microsoft Excel Solver Add-In implementierten Algorithmen derart optimiert wurden, dass

die quadrierten Abweichungen von den Messdaten ein Minimum aufwiesen.

2.7.3 GTP-Cyclohydrolase III

Eine Lösung aus 100 mM Tris-HCl (pH 8.5), 10 mM MgCl2, 10 mM DTT, 1 mg

[U-13C10,U-15N5]GTP, 10 mM PEP, 1 mM ATP, Pyruvatkinase und Gunaylatkinase (je 2

units) in 10 % D2O wurde 30 min bei 37 °C unter Argon vorinkubiert um die GMP und GDP

Anteile im kommerziell erhältlichen totalmarkierten GTP komplett ins 5’-Triphosphat

umzuwandeln. Vor der Zugabe von 2.4 mg GTP-Cyclohydrolase III aus Methanococcus

jannaschii wurde ein 13C-NMR-Spektrum der Substratlösung gemessen, danach wurden in

den ersten 90 min Spektren im Abstand von ca. 10 min gestartet sowie zwei weitere nach 8.5

und nach 16 h. Die relativen Signalintensitäten der Atome C-1’, C-5’ und C-8 von GTP und

den vier Produktisomeren wurden quantitativ ausgewertet. Für die Teilreaktionen wurden

Differenzialgleichungen erster Ordnung formuliert (Kapitel 3.5.3) und deren Parameter mit

Hilfe des Microsoft Excel Solver nach der Methode der kleinsten Fehlerquadrate optimiert,

so dass sich eine bestmögliche Übereinstimmung mit den NMR-Messdaten ergab.

2.7.4 Pyrimidin-Desaminase

Durch 30 minütige Inkubation einer Lösung aus 100 mM Tris-HCl (pH 8.5), 10 mM MgCl2,

10 mM DTT, 5 mM [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]GTP, 5 mM PEP, 1 mM ATP, 10 % D2O,

Pyruvatkinase, Gunaylatkinase (je 2 units) und GTP-Cyclohydrolase II aus E. coli (1 mg) bei

37 °C unter einer Argonathmosphäre wurde eine Substratmischung für Desaminasen des

Bakterien/-Pflanzen-Typs erzeugt. Deren 13C-Spektrum wurde als Referenz für den Zeitpunkt

t = 0 min gemessen. Nach Zugabe der Enzymlösung, wurden in Intervallen von 10 min
13C-NMR-Spektren der Reaktionsmischung gemessen.  Durch Integration der Singulett-Peaks
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für das markierte C-2 Atom bei 151.6 und 151.2 ppm (α/β-Anomer des Substrats) sowie bei

155.7 und 156.1 (α/β-Anomer des Produkts) konnten die Konzentrationen der vier

Reaktionsteilnehmer zeitabhängig dargestellt werden. Die Berechnung von Ratenkonstanten

erster Ordnung erfolgte wiederum durch Optimierung der quadrierten Abweichungen der

Modellrechnung von den Messwerten.

2.7.5 Reduktase

Zur Generierung der Substratmischung für Reduktasen des Hefe/Archaea-Typs wurde eine

Lösung von 100 mM Tris-HCl (pH 8.5), 10 mM MgCl2, 10 mM DTT, 5 % D2O, 5 mM

[1’-13C1]GTP, NADH (10 mM), ATP (1 mM), PEP (5 mM), Pyruvatkinase, Guanylatkinase

(je 2 units) und GTP-Cyclohydrolase II aus E. coli (0.7 mg) unter Schutzgas (Ar/N2) bei

37-°C inkubiert. Das 13C-NMR-Spektrum der Ausgangslösung wurde gemessen und nach

Zugabe der Reduktase wurde alle 10 min ein neues NMR-Spektrum aufgenommen. Zur

Auswertung wurden die zeitabhängigen Integrale der C-1’ Signale bei 81.7 und 85.1 ppm

(α/β-Anomer des Substrats) sowie bei 43 ppm (Produkt) bestimmt. In Microsoft Excel wurde

eine Modellrechnung mit Reaktionen erster Ordnung für den Konzentrationsverlauf der drei

Reaktionsteilnehmer durchgeführt. Die Ratenkonstanten wurden mit Hilfe des Solver

Add-Ins durch Optimieren der Fehlerquadrate bestimmt.
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3 Ergebnisse

3.1 Klonierung, Expression und Reinigung von Enzymen

Als Voraussetzung für die spätere enzymatische Synthese isotopologer Verbindungen

mussten zunächst ausreichende Mengen an Enzymen bereitgestellt werden. Das Ziel war,

letztendlich alle benötigten Enzyme als Fusionsproteine mit "Affinitäts-tag" in E. coli zu

exprimieren, um zum Einen eine schnelle und effektive Reinigung zu ermöglichen und zum

Anderen um nicht auf eventuell verunreinigte kommerziell erhältliche Enzyme angewiesen

zu sein.

Einige Expressionsklone für Enzyme des Pentosephosphatweges und der Nukleotid-

biosynthese, wie die 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenasen aus E. coli und B. subtilis, die

PRPP-Synthase und die Xanthin/Guanin-Phosphoribosyltransferase aus E. coli, wurden

jeweils als "His-tag-Fusionsproteine" aus einer eigenen früheren Arbeit übernommen. Zwei

weitere Expressionsklone für die 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthase aus B. subtilis,

ebenfalls als "His-tag-Konstrukt", sowie für die GTP-Cyclohydrolase II aus E. coli wurden

freundlicherweise von Dr. Ilka Haase, Dr. Johannes Kaiser und Dr. Markus Fischer zur

Verfügung gestellt. Dr. Boris Illarionov sei an dieser Stelle für die Bereitstellung größerer

Mengen gereinigter Riboflavinsynthase aus E. coli gedankt.

Tabelle 3.1 gibt einen Überblick über diese und die weiteren im Laufe dieser Arbeit

entstandenen Expressionsklone und einige Eigenschaften der entsprechenden Enzyme. Aus

der Glykolyse und dem Pentosephosphatweg wurden die Glukokinase und die Glukose-

6-phosphat-Dehydrogenase aus B. subtilis kloniert, aus dem Nukleotidstoffwechsel die

GMP-Synthase und die Guanylatkinase aus E. coli und schließlich aus der Riboflavin-

biosynthese von E. coli die bifunktionelle Desaminase/Reduktase und die 3,4-Dihydroxy-

2-butanon-4-phosphat-Synthase. Zur Klonierung der Hilfsenzyme Pyruvatkinase aus E. coli

und Glutamat-Dehydrogenase aus B. subtilis wurden ebenfalls Anstrengungen unternommen,

allerdings konnte für diese Enzyme kein guter Expressionsstamm gewonnen werden.
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23 444M15[pRep4]-pNCO-rosy(Illarionov et. al., 2001)E. coli2.5.1.9Riboflavin-Synthase

9 77017 109XL1-pNCO-His6-ribH
M15[pRep4]-pNCO-His6-ribH(Fischer et. al., 2001)B. subtilis2.5.1.9Lumazin-Synthase

39 41041 737BL21[pRep4]-pQE30-ribDec-ribD-2ec-ribD-1E. coli3.5.4.26Desaminase / Reduktase

3 04024 752XL1-pQE30-ribB
M15[pRep4]-pQE30-ribBec-mut-2ec-mut-1E. coli5.4.x.x3,4-Dihydroxy-2-butanon-

4-phosphat-Synthase

21 836XL1-pNCO-ribA(Bacher et al., 1997a)E. coli3.5.4.25GTP-Cyclohydrolase II
83 21069 856BL21-pMal-gmkecogmk2-Bamecogmk1-EcoE. coli2.7.4.8Guanylatkinase
64 28060 077BL21[pRep4]-pQE30-guaAguaA-PstguaA-BamE. coli6.3.4.1GMP-Synthase

28 00018 369XL1-pQE30-gpt(Römisch, 2000)E. coli2.4.2.22Xanthin/Guanin- 
Phosphoribosyltransferase

72 88080 462BL21-pMal-prsAecoprs2-Bamecoprs1-Eco
5 60035 596BL21[pRep4]-pQE30-prpp(Römisch, 2000)

E. coli2.7.6.1PRPP-Synthase

55 00052 879XL1-pQE30-Ec-pgdh
M15[pRep4]-pQE30-Ec-pgdh(Römisch, 2000)E.coli

61 17053 381XL1-pQE30-Bs-pgdh
M15[pRep4]-pQE30-Bs-pgdh(Römisch, 2000)B. subtilis

1.1.1.446-Phosphoglukonat-
Dehydrogenase

46 85048 610XL1-pQE30-ypcAypcA_PstypcA_BamB. subtilis1.4.1.3Glutamat-Dehydrogenase

79 73057 026XL1-pQE30-yqjJyqjJ_KpnyqjJ_BamB. subtilis1.1.1.49Glukose-6-phosphat-
Dehydrogenase

9 44052 755XL1-pQE30-pykApykA_HindpykA_BamE. coli2.7.1.40Pyruvatkinase
41 26034 944XL1-pQE30-glckglck_bs_Hindglck_bs_BamB. subtilis2.7.1.2Glukokinase

rückwärtsvorwärts
ε280MonomerStamm

PCR Primer (Referenz)
OrganismusEC-Nr.Enzym

Tabelle 3.1: Rekombinante Enzyme für die Synthese isotoploger Verbindungen. 



Die bakteriellen Zielgene wurden mit Hilfe der Polymerasekettenreaktion (PCR) unter

Verwendung der jeweils angegebenen Oligonukleotid-Primer aus der chromosomalen DNA

von E. coli bzw. B. subtilis amplifiziert und anschließend einem Restriktionsverdau mit zwei

unterschiedlichen Restriktionsenzymen unterzogen. Der vorgesehene Plasmid-Vektor wurde

mit den jeweils selben Restriktionsenzymen geschnitten und so für die nachfolgende Ligation

vorbereitet. Für die Expression mit N-terminalem "His-tag" wurde der Vektor pQE30, für die

Expression eines N-terminalen Fusionsproteins mit dem Maltosebindeprotein aus E. coli der

Vektor pMal-c2X verwendet. 

Abbildung 3.1 zeigt den schematischen Aufbau beider Plasmide: Nach einer

Promotor/Operatorsequenz folgt die Sequenz für den "Affinitäts-tag" aus 6 aufeinander-

folgenden Histidinresten bzw. dem Maltosebindeprotein von E. coli. Die multiple cloning site

enthält eine Reihe von Restriktionsschnittstellen, hier wurden die jeweiligen zu klonierenden

Gene eingefügt. Neben Terminatorsequenzen, einem Resistenzgen gegen Ampicillin und dem

Replikationsursprung sind auf dem pMal-c2X noch zusätzlich das Repressorprotein für den

Lac-Operator und das LacZα-Peptid für eine blau/weiß-Selektion codiert.

Ptac

malE

lacZ α

MCS

rrnB

Ampr

ori1ori2

P

lacI q

pMal-c2X 
6646 bp

Ampr

ori

rrnB  T1

MCS
t 0

6xHisPT5/Lac O

pQE30 
3461 bp

Abb. 3.1: Die Expressionsvektoren pQE30 und pMal-c2X.   Ptac, PT5, P: Promotorsequenzen;
Lac O: Lac-Operator; 6xHis: Sequenz für 6 aufeinanderfolgende Histidine; malE: Maltose-
bindeprotein; MCS: multiple cloning site; t0, rrnB, T1: Terminatorsequenzen, ori:
Replikationsursprung; Ampr: Ampicillin-Resistentgen; lacIq: Repressorprotein; lacZα: Peptid
für blau/weiß-Selektion.
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Die Ligationsansätze wurden mittels Elektroporation in kompetente E. coli Zellen der

Stämme XL1-Blue oder BL21[pRep4] transformiert, welche auf Selektivnährböden (LB,

Ampicillin) ausgestrichen wurden. Gegebenenfalls erfolgte für einen, durch Plasmid-

isolierung und analytischen Restriktionsverdau, positiv gescreenten Klon noch eine

Umklonierung von XL1-Blue in die Expressionstämme M15[pRep4] oder BL21[pRep4].

Die Anzucht der Expressionstämme erfolgte, wie unter 2.3.2 beschrieben, bei 37°C im

Schüttelkolben oder Fermenter. Nach anschließendem Ultraschallaufschluß und Reinigung

der entsprechenden Rohextrakte mittels Affinitätschromatographie an Nickel-Chelat bzw.

Amylose-Säulen, wurden die Proteine durch Ultrafiltration oder (NH4)2SO4-Präzipitation

aufkonzentriert und falls nicht zur sofortigen Verwendung vorgesehen bei -80°C gelagert.

Abbildung 3.2 zeigt die verschiedenen Enzyme auf einem analytischen SDS-Polyacrylamid-

gel. Für die Anwendung als Biokatalysatoren war das Ergebnis der Reinigung in jedem Falle

ausreichend.

Abb. 3.2: SDS-PAGE der klonierten Synthese-Enzyme: 9, Guanylatkinase; 8,
GMP-Synthase; 7, Glukose-6-phosphat-Dehydrogenase; 6, 6-Phosphoglukonat-Dehydrogen-
ase; M, Molekulargewichtsmarker; 5, Desaminase/Reduktase; 4, Glukokinase; 3, PRPP-Syn-
thase; 2, 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase; 1, Xanthin/Guanin-Phosphoribosyl-
transferase  
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3.2 Synthese isotopologer Verbindungen

3.2.1 Guanosin-5’-triphosphat

Die Grundzüge der in dieser Arbeit weiterentwickelten, enzymatischen Synthese von

GTP-Molekülen, die im Riboserest mit 13C-Atomen markiert sind, wurden bereits in früheren

Arbeiten beschrieben (Bracher et al., 1998; Tolbert und Williamson, 1997; Bouhss et. al.,

1995; Römisch, 2000). Ausgehend von, in variablen 13C-Markierungen erhältlichen,

Glukose-Isotopologen wird in drei enzymatischen Schritten Ribulose-5-phosphat erzeugt

(Abb. 3.3 linke Seite). Die dafür benötigten Cofaktoren ATP und NAD(P)+ können mit Hilfe

von Phosphoenolpyruvat (PEP) als Phosphatüberträger bzw. von 2-Ketoglutarat als

Oxidationsmittel und den Hilfsenzymen Pyruvatkinase und Glutamat-Dehydrogenase

regeneriert werden. Die Enzyme Hexokinase/Glukokinase, Glukose-6-phosphat-

Dehydrogenase (G6PDH) und 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenase (6PGDH) sind kommer-

ziell erhältlich, wurden zum Teil aber auch aus rekombinanten E. coli Stämmen gewonnen

(Kapitel 3.1). Von der 6-Phosphoglukonat-Dehydrogenase wurde je eine NAD+- und eine

NADP+-abhängige Form aus B. subtilis bzw. E. coli kloniert. Die Glukose-6-phosphat-

Dehydrogenase aus Leuconostoc mesenteroides und die Glutamat-Dehydrogenase aus

Rinderleber sind dagegen mit beiden Nicotinamid-Cofaktoren aktiv.

Nach der Isomerisierung von Ribulose-5-phosphat zu Ribose-5-phosphat durch die Phospho-

riboisomerase (PRI) folgt die durch PRPP-Synthase katalysierte Übertragung der Pyro-

phosphatgruppe eines ATP- Moleküls auf die OH-Gruppe in Position 1 der Pentose. Das

neben 5-Phosphoribosyl-1-pyrophosphat (PRPP) gebildete AMP wird von der Myokinase

unter ATP-Verbrauch zunächst in ADP umgewandelt und so dem Recyclingsystem der

Pyruvatkinase zugänglich gemacht. Der nächste Schritt wird von einem Enzym des

nucleotide salvage pathway, der Xanthin/Guanin-Phosphoribosyltransferase (XGPRT),

katalysiert. In dieser Reaktion wird das N-9 Atom der Purinbasen Xanthin oder Guanin unter

Pyrophosphatabspaltung mit der C-1 Position des Zuckers verknüpft, wobei die 5’-Mono-

nukleotide XMP bzw. GMP entstehen. Die Verwendung von Xanthin an Stelle von Guanin

bringt neben der besseren Löslichkeit des Xanthins den Vorteil, dass zwei einfache organisch

chemische Syntheserouten für isotopmarkierte Xanthine existieren (Shaw, 1950; Sariri und

Khalili, 2002), die somit leicht in die enzymatische GTP-Synthese integriert werden können.
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Die 2-Oxo-Gruppe von XMP kann von der XMP-Aminase / GMP-Synthase (GuaA) in einer

ATP-abhängigen Reaktion in Position 2 aminiert werden. Als Stickstoffquelle dienen hierfür

Ammoniumionen. Das so erzeugte GMP wird zunächst von der Guanylatkinase wiederum

unter ATP-Verbrauch in GDP umgewandelt, welches anschließend als Substrat der

Pyruvatkinase zu GTP weiterreagiert.

Die komplette Reaktionssequenz ist im linken Teil von Abbildung 3.3 wiedergegeben. Sie

benötigt insgesamt 11 Enzyme und kann ohne Isolierung von Zwischenprodukten als

Eintopfreaktion durchgeführt werden. Es empfiehlt sich jedoch, die bei pH 8 schwerlösliche

Nukleobase als alkalische Lösung nur nach und nach, im Laufe der Umsetzung zum gut

löslichen Nukleotid, zuzugeben. Das Endprodukt GTP kann über Ionenaustausch-

Chromatographie an DEAE Cellulose als Lithium-Salz gewonnen werden.
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Abb. 3.3: Synthese isotopologer GTP-Moleküle
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Von den potentiell markierten Kohlenstoffatomen der Glukose (in Abb. 3.3 rot markiert)

wird das C-1 Atom im Laufe der Reaktion als CO2 abgespalten, so dass sich lediglich die

Positionen 2-6 der ursprünglichen Glukose im Ribosylrest des GTP wiederfinden. 

Die in Abbildung 3.3 rechts oben dargestellte chemische Syntheseroute für Xanthin aus

Ethylcyanoacetat, Harnstoff, Natriumnitrit und Formamid (Sariri und Khalili, 2002)

ermöglicht eine einfache Markierung der Stickstoffatome N-1, N-3 (violett) und N-7 (orange)

mit 15N, sowie der Kohlenstoffatome C-2 (violett) und C-8 (blau) mit 13C. Sollen nur die

Atome 1-3 (violett) des Purinrings markiert werden, so bietet sich die einstufige Synthese

von Xanthin aus 4-Amino-5-imidazolcarboxamid und Harnstoff an, die in Abbildung 3.3

rechts unten skizziert ist (Shaw, 1950). 

Auf diese Weise wurden folgende markierte GTP-Isotopologe synthetisiert, wobei die

Synthese der letzten beiden Isotopologe derzeit noch nicht abgeschlossen ist.

[2,8,1’,2’,3’,4’,5’-13C7][2,8-13C2][U-13C6]
[1’,2’,3’,4’,5’-13C5,1,3-15N2][1,3-15N2][U-13C6]

[2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6][2-13C1][U-13C6]
[1’,2’,3’,4’,5’-13C5]unmarkiert[U-13C6]

[3’-13C1]unmarkiert[4-13C1]
[1’-13C1]unmarkiert[2-13C1]

GTPXanthinGlukose

Tabelle 3.1: GTP Isotopologmuster

Das 13C-NMR-Spektrum des aus [U-13C6]Glukose und [2-13C1]Xanthin gewonnenen [2,1’,2’,

3’,4’,5’-13C6]GTP ist in Abbildung 3.4 wiedergegeben. Die Signale des Ribosylrests sind

aufgrund von 13C13C- und 13C31P-Kopplungen zu Multipletts aufgespalten. Die chemischen

Verschiebungen und Kopplungskonstanten aus der NMR-spektroskopischen Charakterisier-

ung der GTP-Isotopologe sind in Tabelle 3.2 zusammengefasst.
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Abb. 3.4: 13C-NMR-Spektrum von [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C5]GTP

42.9 (4’)
5.5 (P)

65.75’

42.7 (5’)
38.6 (3’)
8.6 (P)

84.14’

38.0 (2’,4’)
3.1 (1’)

70.73’

42.9 (1’)
37.6 (3’)

74.42’
42.8 (2’)87.21’

156.02

Kopplungskonstanten
J [Hz]

chemische Verschiebung
δ [ppm]Position

Tabelle 3.2: 13C-NMR-Daten isotopologer GTP-Moleküle 

3.2.2 Riboflavin und FMN

3.2.2.1 Organische Synthese

Organisch chemische Synthesen von Riboflavin aus Alloxan oder Barbitursäurederivaten und

einer o-Aminoazo-Verbindung, hergestellt aus 3,4-Dimethylanilin, Ribose und einem Aryl-

diazoniumsalz, wurden bereits in der ersten Hälfte des letzten Jahrhunderts entwickelt (Kuhn
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et al., 1934; Karrer und Meerwein, 1936; Tishler et al., 1947) und dienten lange Zeit auch als

großtechnische Verfahren zur Vitamin B2 Produktion, bevor sie weitgehend durch biotechno-

logische Fermentationsverfahren abgelöst wurden. Auch ihre Anwendung für die Synthese

isotopmarkierten Riboflavins wurde bereits mehrfach beschrieben (Grande et al., 1977; Van

Schagen und Müller, 1981; Vervoort et al., 1986).
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Abb. 3.5: Klassische Riboflavinsynthese

Zunächst wird aus 3,4-Dimethylanilin und Ribose eine Schiffsche Base gebildet, welche

hydrogenolytisch zum Ribitylamino-Derivat reduziert wird. Nach Diazotierung von Anilin

und anschließender Azokupplung erhält man das orange 1-(D-Ribitylamino)-2-phenylazo-

4,5-dimethylbenzol. Dieser Azofarbstoff reagiert mit Barbitursäure beim Erhitzen in Dioxan

zu Riboflavin. Die Barbitursäure erhält man ihrerseits durch eine Kondensationsreaktion von  

Diethylmalonat mit Harnstoff (Dickey und Gray, 1938).

Die Synthese isotopologer Verbindungen ist auf diesem Wege nur bedingt möglich. Durch

Verwendung einer markierten Ribose bei der Herstellung des Azofarbstoffes wäre eine

Markierung des Ribitylrestes denkbar. Im Rahmen dieser Arbeit wurde die chemische

Riboflavinsynthese jedoch ausschließlich zur Markierung von Atomen des Pyrimidinringes
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genutzt, da als Azofarbstoff lediglich die unmarkierte, von der Firma Roche zur Verfügung

gestellte Verbindung eingesetzt wurde. Relativ kostengünstig waren die Markierungen der

Positionen 2 bzw. 1 und 3 zu realisieren, indem 13C- bzw. 15N-markierter Harnstoff als Edukt

für die Barbitursäuresynthese eingesetzt wurde. Über ebenfalls kommerziell erhältliche

Diethylmalonat-Isotopologe konnten aber auch die anderen Atome des Pyrimidinrings

markiert werden. Tabelle 3.3 gibt eine Übersicht über die Markierungsmuster der auf diese

Weise hergestellten Verbindungen:

[2,4a-13C2][2,5-13C2][2-13C1][U-13C1]
[4,10a-13C2][4,6-13C2][1,3-13C2]unmarkiert

[4a-13C1][5-13C1][2-13C1]unmarkiert
[1,3-15N2][1,3-15N2]unmarkiert[U-15N2]
[2-13C1][2-13C1]unmarkiert[U-13C1]

RiboflavinBarbitursäureDiethylmalonatHarnstoff

Tabelle 3.3: Markierungsmuster bei der chemischen Riboflavinsynthese 

Die Ausbeuten der Barbitursäuresynthese schwankten zwischen 30 und 50 % und lagen

damit deutlich unter den Literaturangaben, während die anschließende Reaktion mit dem

Azofarbstoff durchgehend gute Ausbeuten um ca. 70 % ergab. Die Gesamtmenge

hergestellter Riboflavine lag bei dieser Methode je nach Isotopolog zwischen 0.3  und 1 g.

3.2.2.2 Biotechnologische Verfahren

Heute wird Riboflavin für die Nahrungs- und Futtermittel-Industrie überwiegend über

Fermentationsverfahren erzeugt. Dabei werden sowohl Eukaryonten, wie der Ascomycet

Ashbya gossipii, als auch prokaryotische Mikroorganisen, wie das gram-positive Bakterium

B. subtilis eingesetzt. Der hier verwendete B. subtilis Stamm RB50 enthält im Genom zwei

Riboflavin Operons ([pRF69] und [pRF93]), die mit einem starken Phagenpromotor und

einer Antibiotikaresistenz versehen sind. Das heißt seine chromosomale DNA beinhaltet eine

sich wiederholende Sequenz, auf der neben den Genen der Riboflavinbiosynthese, auch ein

Gen für Chloramphenicol-Resistenz codiert ist. (Hümbelin et al. 1999). Der Stamm

RB50::[pRF69]n::[pRF93]m produziert ca. 100 mal mehr Riboflavin als entsprechende

Wildtyp-Stämme (Perkins et al. 1998). 
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Abbildung 3.6 zeigt für verschiedene Testanzuchten in Schüttelkolben und im Fermenter den

Verlauf der optischen Dichte des Mediums bei 450 nm für die Riboflavinkonzentration

(durchgezogene Linien) und bei 600 nm für die Zelldichte (gestrichelte Linien). 
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Abb. 3.6: Fermentation von B. subtilis RB50::[pRF69]n::[pRF93]m zur Riboflavingewinnung

Es wurden jeweils 3 g/l Glukose in TSS-Mineralmedium vorgelegt. Bei den Anzuchten in

Schüttelkolben wurde die Konzentration von Zinkacetat im Medium, von dem etablierten

Wert von 84 µg/l ausgehend, über drei Größenordnungen variiert. Es stellte sich heraus, dass

die Riboflavinproduktion mit zunehmender Zn2+-Konzentration ebenfalls zunimmt und das

Wachstum der Zellen dabei allenfalls geringfügig beeinträchtigt wird. Für die

Fermenteranzucht wurde dann der höchste Wert von 10 mg/l Zinkacetat übernommen. Bei

der Fermenterkultur fällt auf, dass die Zellen schneller und bis zu einer deutlich höheren

Zelldichte anwachsen und auch deutlich mehr Riboflavin produziert wird. Nach ca. 8 Tagen

wurde dem Medium erneut Glukose und Ammoniumchlorid zugegeben (senkrecht

gestrichelte Linie), wodurch zwar ein erneutes Ansteigen der Zelldichte, jedoch nur eine

geringfügige zusätzliche Riboflavinproduktion induziert werden konnte.

Fermentative Verfahren sind für die Synthese totalmarkierter Riboflavine verwendbar. So

wurde [U-13C17]- und [U-15N4]-markiertes Riboflavin durch Kultivierung des beschriebenen
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B. subtilis Stammes auf Mineral-Medium mit [U-13C6]Glukose bzw. 15NH4Cl als Kohlenstoff-

bzw. Stickstoff-Quelle hergestellt. Riboflavin wurde anschließend aus dem Medium

gereinigt, da angenommen wurde, dass die Konzentration von endogenem Riboflavin in den

Zellen vergleichsweise gering ist. Neben einer Kohlenstoff- bzw. Stickstoff-Markierung ist

mit dieser Methode auch eine kombinierte [U-13C17, U-15N4]-Totalmarkierung möglich.

Die Reinigung des Riboflavins erfolgte durch Säulenchromatographie mit Florisil. Dieses

Material bindet unter wässrigen Bedingungen Riboflavin mit hoher Affinität. Die Ausbeute

an reinem Riboflavin betrug 1 - 2 % bezogen auf die eingesetzte Glukose. Die Ausbeute an

Riboflavin ist damit relativ gering. Der Prozess ist allerdings auf eine Fermenter-Kultur im

industriellen Maßstab, ausgelegt und ein einfaches "down-scaling" auf eine kleine Fermenter-

oder Kolben-Anzucht vermutlich nicht ohne Ausbeuteverluste zu verwirklichen. Wie die

Optimierung nur eines Medienbestandteils (Zn2+-Ionen) jedoch gezeigt hat, könnte die

Ausbeute an Riboflavin durch eine aufwendige systematische Medien- und

Anzuchts-Optimierung gegenüber den erzielten Werten noch gesteigert werden.  

3.2.2.3 Enzymatische Synthesen

Die bisher vorgestellten Verfahren zur Synthese isotopologer Flavine haben neben einer

begrenzten Ausbeute den Nachteil, dass die Isotopmarkierungen entweder alle Kohlenstoff-

bzw. Stickstoffatome des Moleküls betreffen, oder nur einzelne Atome des Pyrimidinrings,

mit nicht unerheblichem synthetischen Aufwand, markiert werden können. Die Markierung

einzelner Atome anderer Molekülteile, wie des Ribitylrestes oder des Xylolringes ist so nicht

möglich. Ein enzymatischer Ansatz unter Verwendung der Enzyme der Riboflavinbiosyn-

these und variabel markierter Gluosemoleküle als Substrate erschien da erfolg-

versprechender.  

Der Xylolring im Riboflavin wird biochemisch aus zwei Molekülen 3,4-Dihydroxy-

2-butanon-4-phosphat aufgebaut, die dabei in antiparalleler Anordnung verknüpft werden.

Dazu wird zunächst ein Molekül 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat mit einem Molekül

5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion kondensiert, wobei 6,7-Dimethyl-8-ribit-

yllumazin entsteht. Zwei Lumazinmoleküle reagieren anschließend unter Bildung von

Riboflavin und dem Vorläufermolekül 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion.

In dieser Reaktion fungiert ein Lumazinmolekül als Donor einer 4-Kohlenstoffeinheit und

das andere als Akzeptor. Das dabei entstehende Pyrimidin-Produkt kann von der Lumazin-
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synthase regeneriert werden. 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat wird biosynthetisch aus

Ribulose-5-phosphat gebildet, welches leicht anhand publizierter enzymatischer Verfahren

aus Glukose erhältlich ist (Wong et al., 1980; Volk und Bacher, 1991; Richter et al., 1997).

Da eine Vielzahl 13C-markierter Glukose-Isotopologe kommerziell erhältlich ist, ist es

möglich aus geeigneten Glukose-Substraten eine Vielfalt von im Xylolring 13C-markierten

Riboflavin-Isotopologen zu erzeugen. 

Das andere hierfür benötigte Edukt, 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion,

welches biosynthetisch aus GTP hergestellt wird, kann über etablierte Verfahren organisch

synthetisch hergestellt werden (Plaut und Harvey, 1971; Cresswell und Wood, 1960). Die

Synthese dieses Intermediates aus 2,4,6-Trichlorpyrimidin, Ribose und einfachen anorga-

nischen Molekülen, wie Hydroxylamin und Natriumnitrit ermöglicht auch die Markierung

des Ribitylrests und der Stickstoffatome des mittleren Rings von Riboflavin.

Das Reaktionsschema für die enzymatische Transformation von Glukose in Riboflavin unter

Verwendung des synthetisch hergestellten Pyrimidin-Intermediats ist in Abb. 3.7 dargestellt.

Während die Synthese von 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion in einzelnen

Reaktionsschritten mit Isolierung sämtlicher Zwischenstufen durchgeführt werden musste,

fand die anschließende Sequenz enzymatischer Reaktionen (A - H) als Eintopfreaktion statt.

Glukose wird wiederum in drei enzymatischen Schritten, über die Reaktionen der

Glukokinase (A), Glukose-6-phosphat-Dehydrogenase (C) und 6-Phosphoglukonat-Dehydro-

genase (E), in Ribulose-5-phosphat umgewandelt, wobei 1 Äquivalent ATP und zwei

Äquivalente NAD+ oder NADP+ verbraucht werden. ATP und NAD(P)+ können auf die

bereits unter 3.2.1 beschriebene Weise in situ mit Pyruvatkinase (B) und PEP bzw. mittels

Glutamat-Dehydrogenase (D) und 2-Ketoglutarat regeneriert werden.

Die beiden enzymatischen Schritte zur Umwandlung von 6-Phosphoglukonat zu 3,4-Di-

hydroxy-2-butanon-4-phosphat (E und F) beinhalten die Abspaltung der Kohlenstoffatome

C-1 (gelb) als CO2 und C-5 (hellblau) als Formiat und sind thermodynamisch irreversibel.

Bei der anschließenden, durch die Lumazin-Synthase (G) katalysierten Reaktion entsteht

neben Lumazin auch Wasser und anorganisches Phosphat. Diese Reaktion ist ebenfalls

thermodynamisch irreversibel. Auch die Bildung des aromatischen Rings durch die, von der

Riboflavinsynthase (H) katalysierten, Dismutationsreaktion ist  wiederum eine thermo-

dynamisch irreversible Reaktion. Die gesamte enzymatische Reaktionssequenz von der

Glukose bis zum Riboflavin ist demnach durch eine deutlich negative freie Gibbs-Enthalpie
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gekennzeichnet. Sie beinhaltet sechs Reaktionsschritte und zwei Cofaktor-Regenerations-

systeme und benötigt insgesamt 8 Enzyme. Die in stöchiometrischer Menge gebildeten

Produkte sind Riboflavin, Pyruvat, Glutamat, Formiat, Kohlenstoffdioxid und anorganisches

Phosphat. ATP und NAD(P)+ werden nur in katalytischen Mengen benötigt.

Abb. 3.7: Enzymatische Synthese Xylol-markierter Flavine unter Verwendung der klassisch-
en Synthese von 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion.

Die Reaktion konnte als Eintopfreaktion durchgeführt werden, wobei Riboflavin am Ende

spontan aus der Reaktionsmischung auskristallisierte und durch Zentrifugation und

anschließendes Umkristallisieren in reiner Form erhalten wurde. Zusätzliches Riboflavin aus

den Mutterlaugen wurde durch Chromatographie an Magnesiumsilicat gewonnen. 

Der Verbleib der Kohlenstoffatome von der Glukose bis zum Riboflavin ist in Abb. 3.7

farblich gekennzeichnet. Die Atome 2-4 und 6 werden in den Xylolring von Riboflavin

eingebaut, während das C-1 der Glukose als Carbonat und C-5 als Formiat verlorengehen.

Als Konsequenz der Dismutationsreaktion zweier Lumazinmoleküle resultiert aus einer
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einfach markierten Glukose als Substrat immer ein doppelt markiertes

Riboflavin-Isotopomer.

Durch diesen Ansatz konnte mit relativ geringem experimentellem Aufwand eine Vielfalt an

[13C2]- und [13C8]-markierten Riboflavin-Isotopomeren gewonnen werden. Die Möglichkeit

alle gewünschten Isotopologe in parallelen Reaktionsansätzen zu erzeugen, da die Ansätze

mit Ausnahme der eingesetzten 13C-markierten Glukose identisch waren, erwies sich als

äußerst vorteilhaft. Folgende Flavine wurden auf diese Weise mit Gesamtausbeuten von 30

bis 50 % bezüglich der eingesetzten Glukose in Mengen zwischen 20 und 800 mg hergestellt:

[7α,9,1’-13C3][1’-13C1][6-13C1]
[5a,6,7,7α,8,8α,9,9a-13C8]unmarkiert[U-13C6]

[7α,9-13C2]unmarkiert[6-13C1]

[7,9a-13C2]unmarkiert[4-13C1]

[5a,8-13C2]unmarkiert[3-13C1]
[6,8α-13C2]unmarkiert[2-13C1]

RiboflavinPyrimidin-IntermediatGlukose

Tabelle 3.4: Markierungsmuster der enzymatischen Riboflavinsynthese

Der nächste Schritt war die Erweiterung der enzymatischen Synthese auf beide Edukte der

Riboflavinbiosynthese, wodurch auch eine Markierung des Ribitylrestes und des Pyrimidin-

ringes aus kostengünstigen markierten Edukten, wie Glukose und Harnstoff ermöglicht

werden sollte. Die enzymatische Synthese isotopologer GTP-Moleküle aus Glukose und

Xanthin mit Enzymen des Pentosephosphatweges und der Nukleotid-Biosynthese wurde in

Kapitel 3.2.1 bereits ausführlich beschrieben und verläuft in den ersten Schritten parallel zur

oben vorgestellten Riboflavinsynthese.

Von GTP ausgehend folgen bis zur Synthese des Riboflavin-Vorläufers 5-Amino-6-ribityl-

amino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion noch vier weitere enzymatische Schritte. Die dazu benötig-

ten Proteine sind die GTP-Cyclohydrolase II, welche das C-8 von GTP als Formiat sowie

anorganisches Pyrophosphat von der 5’-Position abspaltet, eine bifunktionelle Desaminase/

Reduktase, welche den Pyrimidinring in Position 2 desaminiert und in einer zweiten

NAD(P)H abhängigen Reaktion den Ribosylrest zur Ribitylseitenkette reduziert, sowie eine

unspezifische Phosphatase zur Dephosphorylierung der 5’-Position, da 5-Amino-6-ribityl-
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amino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion-5’-phosphat bekanntermaßen kein Substrat der Lumazin-

Synthase ist (Harzer et al., 1978; Neuberger und Bacher, 1986). 

Auch diese Reaktionssequenz konnte als Eintopfreaktion durchgeführt werden und besitzt

aufgrund der Abspaltung kleiner Moleküle, wie Formiat- und Ammonium-Ionen sowie

anorganischer Phosphate, eine hohe negative freie Reaktionsenthalpie. Wegen der begrenzten

Stabilität der Pyrimidin-Intermediate war dabei auf dunkle und anaerobe Reaktions-

bedingungen zu achten. Falls derart gewonnenes 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-

pyrimidindion nicht mit 2,3-Butandion zu 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin umgesetzt wurde,

sondern als Substrat für den oben beschriebenen Riboflavin-Syntheseansatz verwendet

werden sollte, mussten zuvor die Enzyme, insbesondere die unspezifische Phosphatase, durch

Ultrafiltration entfernt werden, um eine Dephosphorylierung der dort erzeugten Intermediate,

von Glukose-6-phosphat bis 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat zu vermeiden. Die

Optimierung dieses Prozesses ist derzeit allerdings noch nicht abgeschlossen.

Abbildung 3.9 zeigt das Reaktionsschema der nahezu komplett enzymatischen Synthese von

Riboflavin aus Glukose und Xanthin. Dabei verläuft die Transformation von Glukose in

Ribulose-5-phosphat in zwei Ansätzen zunächst identisch. Danach folgt im Zweig A nach

einer Isomerisierungsreaktion die ATP abhängige Bildung von PRPP welches mit Xanthin zu

XMP verknüpft wird. Eine der beiden erwähnten organischen Syntheserouten, mit denen sich

isotopmarkierte Xanthine herstellen lassen, ist in Abb. 3.9 ebenfalls skizziert. XMP wird in

drei weiteren ATP abhängigen Reaktionen zu GTP umgewandelt, welches durch die oben

genannten Reaktionen in das Substrat der 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthase  überführt

wird. Deren zweites Substrat, 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat, wird in Zweig B

unmittelbar aus Ribulose-5-phosphat erzeugt. In der abschließenden Reaktion der Riboflavin-

Synthase entsteht aus zwei Molekülen 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin ein Riboflavinmolekül

und ein Molekül 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion, welches von der

Lumazin-Synthase wiederverwendet werden kann. Das bedeutet, dass für die Synthese eines

Moleküls Riboflavin der Zweig A des Reaktionsschemas in Abbildung 3.9 nur einmal, der

Zweig B jedoch zweimal durchlaufen werden muß.

Insgesamt werden bei diesem Ansatz neben 18 Enzymen 3 Äquivalente Glukose, 1 Äqui-

valent Xanthin, 9 Äquivalente ATP und 5 Äquivalente Nicotinamid-Cofaktoren benötigt. Da

ATP und NAD(P)+ wiederum nur in katalytischen Mengen eingesetzt werden und mit PEP

bzw. 2-Ketoglutarat regeneriert werden, entstehen neben Riboflavin lediglich Kohlenstoff-
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dioxid, Formiat, anorganische Phosphate, Pyruvat und Glutamat. Somit lässt sich für die

gesamte Reaktion folgende Summengleichung aufstellen:

C17H20N4O6 + 3 CO2 + 3 H2CO2 + 9 H3PO4 + 9 C3H3O3K + 5 C5H9NO4

3 C6H12O6 + C5H4N4O2 + 9 C3H4O6PK + 5 C5H6O5 + 5 NH3 + 2 H2O 

ATP, NAD(P)
18 Enzyme

Glukose Xanthin Phosphoenol-
pyruvat

2-Keto-
glutarat

Ammoniak Wasser

Kohlen-
dioxid

Formiat Phosphat Lactat GlutamatRiboflavin

Abb. 3.8: Reaktionsgleichung der enzymatischen Riboflavinsynthese aus Glucose
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Abb. 3.9: Enzymatische Riboflavinsynthese unter Verwendung organisch synthetisch herge-
stellten Xanthins
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Eine weitere Möglichkeit zu uniform 13C- und/oder 15N-markierten oder zu gemischten

Bibliotheken von mehreren Isotopologen mit verschiedenen Blöcken von Einfach- und

Zweifach-Markierungen zu gelangen, eröffnet sich durch die Kombination fermentativer und

enzymatischer Verfahren. Dr. Boris Illarionov entwickelte einen E. coli Produktionsstamm

für 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin, der ein Plasmid für die Gene ribABGH der Riboflavin-

biosynthese besitzt (Illarionov et al., 2004). Durch Fermentation dieses Stammes mit

[U-13C6]Glukose oder 15NH4Cl kann total markiertes 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin aus dem

Medium gewonnen werden. Beim Einsatz der einfach markierten Zucker [1-13C1]-, [2-13C1]-

und [3-13C1]Glukose erhält man dagegen Mischungen verschiedener Isotopologe mit charak-

teristischen 13C-Anreicherungen an einzelnen Positionen. Diese biotechnologisch erzeugten

Lumazin-Bibliotheken können mit Hilfe von Riboflavin-Synthase und Flavokinase in die

entsprechenden Riboflavin- bzw. FMN-Bibliotheken umgewandelt werden. Abbildung 3.10

zeigt die typischen Markierungsmuster von Riboflavin bzw. dessen Vorstufe 6,7-Dimethyl-

8-ribityllumazin.

Abb. 3.10: Bibliotheken stochastisch 13C-markierter Lumazine und Riboflavine.

Falls nicht auf die Hälfte der markierten Lumazinmoleküle verzichtet werden soll, kann das

bei der Riboflavin-Synthase Reaktion entstehende Intermediat 5-Amino-6-ribitylamino-

2,4(1H,3H)-pyrimidindion wiederum mit 2,3-Butandion oder mit Hilfe von Lumazin-
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Synthase und enzymatisch erzeugtem 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat umgesetzt

werden. In beiden Fällen wird wird das Markierungsmuster im Xylolring des Flavins

gegenüber der ursprünglichen Lumazin-Markierung verändert. Sowohl eine Erniedriegung,

als auch eine Erhöhung des Markierungsgrades einzelner Positionen ist durch Verwendung

geeigneter Glukose-Isotopologe bei der Generierung von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-

4-phosphat möglich.

3.2.2.4 NMR-Spektroskopie

Zur Überprüfung der Regiospezifität und Reinheit wurden sämtliche Riboflavin-Isotopologe

NMR-spektroskopisch charakterisiert. Sämtliche NMR-Signale konnten den markierten

Positionen zugeordnet werden. Daneben wurden auch etliche homonukleare Kopplungs-

konstanten des Isoalloxazinringes bestimmt. Die Daten dieser Messungen sind in Tabelle 3.5

angegeben:

-10150.710a
-6565558131.79a

65-5125116.79
6-432320.78a

5143-2597150.28
22-4418.57a

525944-51139.27
5351-67130.26

585767-134.55a
-4135.14a

10-162.84
4-159.32

10a9a98a87a765a4a42
Kopplungskonstanten [Hz]δ

[ppm]Position

Tabelle 3.5: 13C-NMR-Daten des Isoalloxazin-Ringsystems isotopologer Riboflavine

Zum Beispiel ermöglichten die enzymatisch aus Ribulose-5-phosphat gewonnenen Ribo-

flavin-Isotopologe die Bestimmung von 17 13C13C-Kopplungskonstanten des Xylolrings. Mit

diesen Daten konnten, wie in Abbildung 3.11 gezeigt, die komplexen Multiplettstrukturen

des aus [U-13C6]Glukose gewonnenen [5a,6,7,7a,8,8a,9,9a-13C8]Riboflavins in guter Überein-

stimmung mit dem experimentellen 13C-NMR-Spektrum simuliert werden. Einige der Linen

sind allerdings aufgrund nicht aufgelöster Weitbereichskopplungen signifikant verbreitert.
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Abb. 3.11: Simulierte (A) und experimentelle (B) 13C-NMR-Signale von [5a,6,7,7a,8,8a,9,9a-
13C8]Riboflavin.

Die von der 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthase und der Riboflavin-Synthase katalysier-

ten Reaktionen sind regiospezifisch. Die 1H und 13C-NMR-Analysen zeigten bei den enzyma-

tisch gewonnenen [13C2]Isotopomeren des Xylolrings jedoch nur eine 13C Anreicherung in

den gewünschten Positionen um ca. 95 %. Die Bildung unerwünschter Regioisomere läßt

sich durch den spontanen Zerfall von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat erklären, wobei

2,3-Butandion entsteht, welches ebenfalls mit 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimi-

dindion unter Bildung von 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin reagieren kann. Aufgrund der Sym-

metrie von 2,3-Butandion entstehen dabei zwei verschiedene Lumazine, welche anschließend

jeweils als Donor und Akzeptor bei der Bildung von Riboflavin fungieren können. Zum

Beispiel entsteht aus [3-13C1]Glukose in vier enzymatischen Schritten [2-13C1]3,4-Dihydroxy-

2-butanon-4-phosphat welches langsam zu [2-13C1]2,3-Butandion zerfällt. Reagiert dieses mit

dem Pyrimidin-Derivat so entsteht eine 1:1 Mischung aus [6-13C1] und [7-13C1]Lumazin, die

zu einer Mischung aus dem gewünschten [5a,8-13C2]Riboflavin sowie den zusätzlichen

[5a,7-13C2]-, [7,9a-13C2]- und [8,9a-13C2]-Isotopomeren weiterreagiert. 

Abbildung 3.12 zeigt neben einigen charakteristischen Multiplettstrukturen des [13C8]Ribo-

flavins (oben) auch die entsprechenden Signale der [13C2]Isotopomere aus den einfach

markierten Glukosen (unten). Und in der Tat sind im 13C-NMR-Spektrum des Riboflavins,

welches aus [3-13C1]Glukose hergestellt wurde, im Zentrum der Dubletts bei 150.2 (C-8) und

134.5 ppm (C-5a) kleine Signale der [5a,7-13C2]- und [8,9a-13C2]- Isotopomere zu erkennen. 
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Eine leichte Kontamination der Produkte mit diesen Verunreinigungen ist allerdings in

biophysikalischen Studien mit rekonstituierten Flavoproteinen tolerierbar, zumal auch die

unmarkierten Kohlenstoffatome, entsprechend der natürlichen Häufigkeit, zu 1,1% 13C-

Atome darstellen.

Abb. 3.12: 13C-NMR-Signale von A: [5a,6,7,7a,8,8a,9,9a-13C8]-, B: [5a,8-13C2]-, C: [7α,8-
13C2]-, D: [6,8α-13C2]Riboflavin.

Das 13C-NMR-Spektrum des enzymatisch aus [1’,2’,3’,4’,5’-13C5]GTP gewonnenen, in der

Ribitylseitenkette markierten [1’,2’,3’,4’,5’-13C5]Riboflavins ist in Abbildung 3.13 darge-

stellt. Die Signale der Kohlenstoffatome C-2’ bis C-4’ sind aufgrund von Kopplungen zu

zwei benachbarten 13C-Atomen jeweils zu Pseudotrippletts aufgespalten. Die C-1’- und C-5’-

Positionen haben jeweils nur einen markierten Nachbarn und treten im NMR-Spektrum daher

als Dubletts auf. Tabelle 3.6 gibt eine Übersicht über die NMR-spektroskopischen Daten der

Ribitylseitenkette im Riboflavin.
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Abb. 3.13: 13C-NMR-Signale von [1’,2’,3’,4’,5’-13C5]Riboflavin

39.8 (4’)62.85’
41.1 (3’,5’)72.34’
41.5 (2’,4’)73.33’
39.9 (1’,3’)69.22’

39.1 (2’)47.81’

Kopplungskonstanten
J [Hz]

chemische Verschiebung
δ [ppm]Position

Tabelle 3.6: 13C-NMR-Daten der Ribitylseitenkette von Riboflavin

3.2.3 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin

Die Synthese isotopologer Lumazine ergab sich zwanglos aus dem, in Kapitel 3.2.2.3 für die

enzymatische Synthese von Riboflavin vorgestellten Verfahren, indem das letzte Enzym in

der Reaktionssequenz, die Riboflavin-Synthase, weggelassen wurde. Lediglich die Stöchio-

metrie der beiden Vorstufen 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion und 3,4-Di-

hydroxy-2-butanon-4-phosphat (1:2 bei der Riboflavinsynthese, 1:1 bei der Lumazin-

synthese) musste angepasst werden. Da das gut wasserlösliche Lumazin im Gegensatz zu

Riboflavin am Ende der Reaktion nicht aus der Reaktionsmischung auskristallisiert, wurde
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6,7-Dimethyl- 8-ribityllumazin durch Chromatographie an Magnesiumsilicat und anschließe-

ndes Umkristallisieren aus einer Ethanol/Wasser-Mischung in reiner Form erhalten.

Durch enzymatische Paralellsynthesen mit verschiedenen Glukose-Varianten und dem

chemisch hergestellten Pyrimidin-Intermediat 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimi-

dindion konnten folgende isotopologe Lumazine gewonnen werden:

[5-15N1][5-15N1]unmarkiert
[6,6α,7,7α-13C4]unmarkiert[U-13C6]

[7α-13C1]unmarkiert[6-13C1]
[7-13C1]unmarkiert[4-13C1]
[6-13C1]unmarkiert[3-13C1]

[6α-13C1]unmarkiert[2-13C1]
N

N

N

NH

O

O
CH2

CH OH
CH OH
CH OH
CH2OH

1
2

344a
5

6

7

6α

7α

1'

2'

3'

4'

5'

8
8a

6,7-Dimethyl-8-ribityllumazinPyrimidin-IntermediatGlukose

Tabelle 3.7: Markierungsmuster isotopologer 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazine

Daneben wurde eine deuterierte Lumazinspezies durch wiederholtes Umkristallisieren

unmarkierten Lumazins in 2H2O erhalten. Neben den Sauerstoff- und Stickstoff-gebundenen

Protonen des Ribitylrestes und des Pyrimidinringes tauschen dabei auch die drei Protonen der

7α-Methylgruppe aus, so dass es sich bei vollständigem Austausch aller aciden Protonen um

ein [3,7α,2’O,3’O,4’O,5’O-2H8]6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin handelt. Weitere markierte

Lumazine aus GTP-Isotopologen und chemischen Synthesen sind in Arbeit, stochastische

Bibliotheken von Lumazin-Isotopologen sowie 13C,15N-Totalmarkierungen standen aus der

Biotransformation markierter Glucose in E. coli zur Verfügung (Illarionov et al., 2004). 

Die 13C-NMR-Daten der bisher synthetisierten Lumazin-Isotopologe sind in Tabelle 3.8

wiedergegeben:

54.11.27.521.47α
54.13.359.5145.07
1.23.346.718.16α

7.559.546.7152.36
7α76α6

Kopplungskonstanten J [Hz]chemische Verschiebung
δ [ppm]Position

Tabelle 3.8: 13C-NMR-Daten isotopologer Lumazine.
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3.3 Kernmagnetische Resonanz-Spektroskopie an LOV2-

Domänen pflanzlicher Phototropine

3.3.1 Allgemeines

Pflanzen verfügen über vielfältige Systeme zur Lichtwahrnehmung (Jenkins et al., 2001;

Briggs und Olney, 2001; Christie und Briggs, 2001; Casal, 2000). Sie sind für den

pflanzlichen Lebenszyklus von größter Bedeutung und ermöglichen u.a. die optimale

Ausnutzung der Lichtenergie über die Licht-induzierte Steuerung von Wachstumsvorgängen

(Phototropismus) (Liscum und Stowe-Evans, 2000) und die Anpassung an geophysikalische

Prozesse, z.B. Tagesperiodik und Jahresperiodik. 

Das vor wenigen Jahren in der Arbeitsgruppe von W. Briggs klonierte nph1 (phot1) Gen aus

Arabidopsis thaliana spezifiziert einen Blaulichtrezeptor, der am Phototropismus der Pflanze

im Sinne einer optimalen Lichtausnutzung für die Photosynthese beteiligt ist (Briggs et al.,

2001; Huala et al., 1997). Das von phot1 codierte, membranassoziierte Rezeptorprotein

(Phototropin) enthält zwei strukturell ähnliche FMN bindende Domänen (LOV1 und LOV2,

Light Oxygen Voltage) sowie eine Serin/Threonin Proteinkinase Domäne. Abbildung 3.14

zeigt diesen schematischen Aufbau für das Phototropin aus Avena sativa (Hafer).

Abb. 3.14: Phototropin aus A. sativa.

LOV-Domänen aus den Phototropinen von A. thaliana und A. sativa wurden in den

Arbeitsgruppen von W. Briggs und W. Rüdiger rekombinant exprimiert (Salomon et al.,

2000; Christie et al., 1999). Die Belichtung der rekombinanten LOV-Domäne führt zu einem

reversiblen Bleichprozess, bei dem sich das Absorptionsspektrum von 447 nm nach 390 nm

verschiebt. Wird der konservierte Cysteinrest 450 in der LOV2-Domäne von A. sativa durch

Ergebnisse 75



Alanin ersetzt, so bleibt der Bleichprozess aus (Salomon et al., 2000). Durch

NMR-Spektroskopische Untersuchungen an belichteten und unbelichteten LOV2-Domänen

aus Hafer, die mit 13C- und/oder 15N-markierten FMN-Isotopologen rekonstituiert wurden,

konnte gezeigt werden, dass es sich bei dem Photoprodukt um ein kovalentes Addukt von

Cystein 450 an das C-4a Atom von FMN handelt  (Salomon et al., 2001). Die Dunkelreaktion

besteht in der spontanen Fragmentierung dieses Addukts.

Abb. 3.15: Reversible Photoadduktbildung von Cystein 450 an C-4a von FMN.

3.3.2 Konformationelle Modulation des FMN-Liganden im Photozyklus

der LOV2-Domäne von Adianthum capillus veneris

Für die effektive Expression und Rekonstitution der LOV2-Domäne des Farns Adianthum

capillus veneris mit variabel markierten FMN-Liganden wurde mittels PCR-Techniken ein

codonoptimiertes synthetisches Gen hergestellt. Das DNA Fragment wurde in einen

Plasmidvektor ligiert, der die Expression eines Fusionsproteins aus dem Hisactophilin von

Dictyostelium discoideum, einer Thrombin-Schnittstelle und der LOV2-Domäne in einen

rekombinanten E. coli Stamm ermöglicht. Das Fusionsprotein konnte an eine Metall-Chelat

Affinitätsmatrix gebunden und proteingebundenes FMN durch Spülen der Säule mit einer

Harnstofflösung (8 M) eluiert werden. Die Rekonstitution des partiell entfalteten Apoproteins

mit markierten FMN-Isotopologen erfolgte auf der Säule durch Spülen mit einer Harnstoff

freien Lösung des Flavin-Liganden. Nach Elution des Proteins mit Imidazol, Thrombin-

verdau und Gelpermeations-Chromatographie konnten NMR-Spektren der rekonstituierten

LOV2-Domänen gemessen werden. Die Bestrahlung der Proben mit Blaulicht erfolgte durch

eine Quecksilberdampflampe mit vorgeschalteten Filtern oder durch eine Blaulicht LED. 
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Abbildung 3.16 zeigt die 13C-NMR-Signale des Isoalloxazinringsystems verschiedener

FMN-Isotopologe, gebunden an die LOV2-Domäne von A. c. veneris, im Dunklen und nach

Blaulicht-Bestrahlung.

Abb. 3.16: 13C-NMR-Signale der LOV2-Domäne aus Farn mit verschiedenen FMN-Isotopo-
logen im Dunklen und nach Blaulichtbestrahlung. A, mit [U13C17]FMN, B, mit [Xylol-13C8]-
FMN, C, mit [7α,9-13C2]FMN, D, mit [6,8α -13C2]FMN, E, mit [4,-13C2]FMN, F, mit [7,9a
-13C2]FMN, G, mit [5a,8 -13C2]FMN.

Prinzipiell ist es möglich, durch Spektrenvergleich der 13C2-, 13C8- und 13C17-Isotopologe eine

komplette Zuordnung der 13C-NMR-Signale des Isoalloxazin-Motivs sowohl für den Dunkel-

als auch den Hell-Zustand zu erhalten. Dies wurde bereits mit einer geringeren Anzahl

chemisch synthetisierter und fermentativ gewonnener FMN-Isotopologe an der

LOV2-Domäne von A. sativa demonstriert (Salomon et al., 2001).
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Die gemessenen Verschiebungen (Tabelle 3.10) sind bis auf wenige Ausnahmen denen beim

Hafer Protein ähnlich. Die größte Verschiebung nach Blaulichtbeleuchtung ergibt sich

wiederum für das C-4a Atom des FMN-Chromophors um etwa 68 ppm. Dieses wechselt vom

aromatischen Zustand im freien bzw. proteingebundenen FMN zum sp3 hybridisierten

Kohlenstoff im kovalenten Photoaddukt (Cys450→C-4a). Die Signale der übrigen

Kohlenstoffatome verschieben sich nach Belichtung unterschiedlich stark im Bereich von 20

bis 0.1 ppm.

Abb. 3.17: Hell- und Dunkel-13C-NMR-Spektren der LOV2-Domäne aus Farn, rekonstituiert
mit [4a-13C1]FMN.

Eine noch schnellere und umfassendere Zuordnung aller 13C-Signale des FMN-Liganden ist

durch die Verwendung stochastischer FMN Isotopolog Bibliotheken möglich. Diese sind

durch Fermentation des 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin produzierenden Stammes E. coli M15

[pRep4, pRFN4] (Illarionov et al., 2004) mit einfach markierten Glukose-Isotopomeren und

anschließender enzymatischer Umwandlung der markierten Lumazine in FMN zugänglich

(Kapitel 3.2.2.3).

Die LOV2-Domäne aus A. c. veneris wurde mit FMN-Isotopolog-Bibliotheken rekonstituiert,

welche durch das gemischt fermentativ-enzymatische Verfahren aus [2-13C1] und aus [3-13C1]

gewonnen wurden. Die resultierenden Hell und Dunkel 13C-NMR-Spektren sind zusammen

mit denen einer Probe mit [U-13C17]FMN in Abbildung 3.18 wiedergegeben.  In den Proben

mit den Isotopolog-Mischungen erscheinen die Kohlenstoff Signale als Singuletts mit über

einen weiten Bereich variierenden Intensitäten, welche die Häufigkeit der verschiedenen

Isotopologe bzw. die Markierungsgrade der einzelnen Kohlenstoffatome in der eingesetzten

Bibliothek wiederspiegeln.
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Abb. 3.18: 13C-NMR-Signale der LOV2-Domäne aus Farn, rekonstituiert mit verschiedenen
FMN Isotopolog-Bibliotheken im Dunklen und unter Blaulicht-Illumination. A, mit
[U-13C17]FMN, B, mit FMN aus [2-13C1]Glukose, C, mit FMN aus [3-13C1]Glukose.
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++ d8162+ c27302'
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HellDunkelHellDunkel
LOV2 gebundenes FMNFreies

FMN
LOV2 gebundenes FMNFreies

FMN

FMN aus [3-13C1]  GlukoseFMN aus [2-13C1] Glukose
Position

Tabelle 3.9: 13C Anreicherung einzelner Positionen von stochastischen FMN Isotopolog
Bibliotheken aus [2-13C1] bzw. [3-13C1] Glukose im freien Zustand bzw. an LOV2 gebunden.
a-aufgrund Signalüberlappungen nicht bestimmt, b Referenzsignal, c geringe Anreicherung,
d-hohe Anreicherung. 

Ergebnisse 79

Dunkel         Hell



Durch einen Vergleich der relativen Signalintensitäten (bezogen auf die Signale der Total-

markierung mit [U-13C17]FMN, Tabelle 3.9) im freien und im proteingebundenen Zustand,

war eine komplette und zweifelsfreie Zuordnung aller 13C-Signale des FMN-Liganden,

inklusive der bisher schwer zugänglichen Ribitylseitenkette, mit nur 3 Proben möglich.

Die chemischen Verschiebungen des freien, sowie des proteingebundenen Liganden im Hell-

und Dunkel-Zustand sind Tabelle 3.10 zu entnehmen und in Abbildung 3.19 anschaulich

dargestellt. Auffallend ist die unterschiedliche Reihenfolge der chemischen Verschiebungen

bei den Ribitylsignalen des FMN im freien und im proteingebundenen Zustand. Die Bindung

des Liganden an das Apoprotein verursacht also relativ große Änderungen im Bereich der

Ribitylseitenkette. Bei Belichtung verschieben sich die Signale der Seitenkette um 1.4 bis 0.1

ppm. Während die Modulation des C-1’-Signals noch auf elektronische Effekte im hetero-

cyclischen Ringsystem zurückzuführen sein könnte, ist bei den übrigen Atomen der

Seitenkette eher von einer durch den konformationellen Wechsel des Proteins hervor-

gerufenen Änderung der Umgebung auszugehen.

Abb. 3.19: Chemische Verschiebungen von FMN (A) in Lösung, (B) gebunden an die
LOV2-Domäne im Dunklen, (C) gebunden an die LOV2-Domäne unter Blaulichtbestrahlung.
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4.14.85.1P
− b32 (d)41 (4')65.364.466.45'
− b39 (t)42 (3', 5')71.671.574.04'
− b41 (t)42 (2', 4')74.173.773.13'
− b39 (t)40 (1', 3')65.366.770.72'
− b45 (d)39 (2')45.443.448.81'
− b− a52 (4a)155.3149.4152.110a
− b − a62, 53 (5a, 9)126.3133.0133.59a
− b60 (t)62, 64 (8, 9a)118.2117.5118.39

47 (d)42 (d)42 (8)20.821.822.28a
− b− a64, 42, 49  (8a, 9, 7)128.7148.8151.78

44 (d)43 (d)44 (7)20.420.519.97a
− b47 (q)44, 66, 47 (7a, 6, 8)134.6137.5140.47
− b− a60, 66 (7,5a)117.7131.7131.86
− b60 (t)60, 66 (6, 9a)128.7134.8136.45a
− b− a50, 76 (10a, 4)64.3132.8136.24a
− b74 (d)76 (4a )164.5159.9163.74
− b  157.8158.0159.82

helldunkelhelldunkel
LOV2 gebundenes FMNFreies FMNLOV2 gebundenes FMNFreies

FMN

13C13C-Kopplungskonstanten13C chemische Verschiebung
Position

Tabelle 3.10: 13C-NMR-Daten von freien und LOV2-gebundenem FMN.

3.3.3 Photochemisch induzierte dynamische Kernspinpolarisation in

der C450A Mutante der LOV2-Domäne von A. sativa

Die rekombinante C450A Mutante der LOV2-Domäne aus A. sativa besitzt die für einen

FMN Liganden im volloxidierten Redoxzustand typischen Absorptionsmaxima bei 363 und

447 nm. Nach der Belichtung dieses Proteins mit Blaulicht zeigen sich Absorptionsmaxima

bei 570 und 605 nm, die charakteristisch für einen FMN-Radikalzustand sind. Über eine

Photoreduktion dieser Mutante in An- oder Abwesenheit externer Elektronendonatoren

wurde bereits früher berichtet (Kay et al., 2003). Im Dunklen wandelt sich der Radikal-

zustand auf einer Zeitskala von Minuten wieder komplett in den volloxidierten Zustand um.

Analog zum weiter oben beschriebenen Verfahren wurde das mutierte LOV2 Protein mit

verschiedenen FMN-Isotopologen rekonstituiert und 13C-NMR-Spektren im Dunklen sowie

unter Beleuchtung aufgenommen. In den Dunkelspektren erscheinen die Signale im Falle der

[U-13C17]FMN Markierung (Abb. 3.20) als Multipletts, bei den [13C2]- und [13C1]-Isotopologen

(Abb. 3.21) als verbreiterte Singuletts. Durch Vergleich der Mehrfach- und Einzelmarkier-
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ungen konnten alle Signale zweifelsfrei zugeordnet werden. Die chemischen Verschiebungen

des FMN im mutierten Protein weisen nur geringe Unterschiede zu denen in der Wildtyp

LOV2-Domäne von A. sativa auf. Dies deutet darauf hin, dass der Ersatz von Cystein 450

durch Alanin die Umgebung des Flavin Chromophors kaum ändert.

Die Bestrahlung der Proben mit Blaulicht, welche zur partiellen Ausbildung des

Radikalzustands im FMN führt, ändert hier nichts an den 13C chemischen Verschiebungen

des Liganden. Die Ausbildung des oben beschriebenen Cys450-C-4a Photoaddukts ist hier

aufgrund der Mutation nicht möglich, wodurch auch die damit einhergehende Konforma-

tionsänderung des Proteins unterbunden wird. Überraschenderweise weisen einige Signale in

den Abbildungen 3.20 und 3.21 jedoch eine negative Amplitude auf, während andere Signale

zwar in Absorption bleiben aber ihre Intensitäten in unterschiedlichem Ausmaß verstärkt

oder abgeschwächt werden.

Im Spektrum der beleuchteten Probe sind die einzelnen NMR-Linien so stark verbreitert, dass

sie nicht mehr nachweisbar sind. Dies ist auf die starke Hyperfeinkopplung der Kernspins mit

dem Spin des ungepaarten Elektrons, welches weitestgehend im Isoalloxazinring lokalisiert

ist, zurückzuführen. Die Signale der Ribitylseitenkette werden demgegenüber kaum

beeinflußt.

Abbildung 3.20 C zeigt das Differenzspektrum der Hell- und Dunkelmessung skaliert auf

gleiche Intensitäten der Ribitylsignale. In dieser Darstellung ist eine verstärkte absorptive

Kernspinpolarisation im Bereich der sich überlappenden Signale der Kohlenstoffatome C-4a,

C-5a und C-9a zu erkennen. Eine stark negative Spinpolarisation ist dagegen für C-2 und C-8

zu beobachten. Auch beim C-6-Signal tritt eine Spinumkehr auf, es erscheint schwach in

Emission. Zusätzlich tritt bei 109 ppm ein intensives negatives Signal auf. Dieses Signal

erscheint nur im Hellspektrum und ist keinem Kohlenstoffatom des FMN-Liganden

zuzuordnen. Vielmehr ist davon auszugehen, dass es auf einen extrem stark negativ

polarisierten Spin eines 13C-Atoms im C450A-Apoprotein zurückzuführen ist. Dieses Atom

muß während der Photoreaktion so stark polarisiert werden, dass es im NMR-Spektrum

sichtbar wird, obwohl die Aminosäuren des mutierten Proteins 13C-Atome nur in ihrer

natürlichen Häufigkeit von 1.1 % aufweisen.
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Abb. 3.20: 13C-NMR-Spektren der mit [U-13C17]FMN rekonstitutierten  C450A LOV2-
Domäne. (A) Dunkelspektrum. (B) Spektrum unter Blaulichtbestrahlung. (C) Differenz-
spektrum (Hell minus Dunkel).

Eine differenziertere Auswertung der unterschiedlichen Ausmaße bei der Kernspin-

polarisation einzelner Flavin Signale ist mit Hilfe der Hellspektren der mutierten LOV2-

Domänen möglich, welche mit [13C1]- oder [13C2]-markierten FMN-Liganden rekonstituiert

wurden (Abb. 3.21 rechte Seite). Hier erscheinen die einzelnen Signale als Singuletts und es

treten keine Signalüberlappungen auf. 
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Abb 3.21: 13C-NMR-Spektren von  C450A LOV2 Domänen, rekonstituiert mit [4,10a-13C2]-
FMN, [4a-13C1]FMN, [5a,8-13C2]FMN, [6,8α-13C2]FMN, [7,9a-13C2]FMN und [7α,9-13C2]-
FMN. Linke Seite: Dunkelspektren. Rechte Seite: Hellspektren

Die größten Änderungen ergeben sich für die Atome des Xylolringes im FMN-Liganden. Die

Signale der Atome C-6,  C-8 und C-9a wechseln bei Bestrahlung ihr  Vorzeichen von Ab-

sorption zu Emission, während C-5a, C-9 und C-7 sogar verstärkte Absorption zeigen. Die
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Signale der Methylgruppen C-7α und C-8α weisen nur geringe Änderungen auf. Von den

Kohlenstoffatomen des Pyrimidinringes wechseln C-4 und C-4a ihr Vorzeichen, C-10a bleibt

leicht abgeschwächt in Absorption.

Nach der Radikalpaar-Theorie über photochemisch induzierte Kernspinpolarisation (Kaptein,

1975; Closs, 1974) hängt die Gesamtpolarisation der NMR-Linien von den Elektron-Kern

Hyperfeinkopplungen ab, welche wiederum von der ungepaarten Elektronenspindichte der

jeweiligen Hälften eines intermediären Radikalpaares abgeleitet werden können. Dr. Stefan

Weber (FU Berlin) führte hierzu quantenmechanische Berechnungen an einem 7,8,10-Tri-

methylisoalloxazin-Radikal als Modell für FMN durch. Das Weglassen der Ribitylseitenkette

(C-2’ bis C-5’) erscheint hier gerechtfertigt, da die Elektronenspindichte des Radikalpaares

weitestgehend im konjugierten Isoalloxazin-Ringsystem lokalisiert ist. Dabei wurde je nach

Protonierungszustand von N-5 eine anionische und eine neutrale Flavinradikalform berück-

sichtigt. Abbildung 3.22 zeigt für beide Formen die Amplituden der Elektronenspindichte für

das jeweilige HOMO der Flavinradikale in einer Iso-Oberflächen- Darstellung, bei der die

blaue Farbe für positive und die rote Farbe für eine negative Elektronenspindichte stehen.

Abb. 3.22: Dichtefunktional-Rechnung für die ungepaarte Elektronenspindichte in einem
Flavin-Anion Fl•− (A) und einem neutralen Flavin-Radikal FlH• (B).

Beide Radikalformen weisen insgesamt eine sehr ähnliche Verteilung der Elektronenspin-

dichte auf: für C-4, C-4a, C-6, C-8 und C-9a erhält man ein positives Vorzeichen, für C-5a,

C-7 und C-9 dagegen ein negatives Vorzeichen. In Position C-10a ergibt sich in Überein-

stimmung mit neueren quantenmechanischen Rechnungen (Weber et al., 2001b; Garcia et al.,

2002) für das anionische Flavinradikal Fl•− eine positive, für das neutrale Radikal FlH• jedoch

eine negative Spindichte. Die Amplituden der negativen Spindichte in den Positionen C-5a,

C-7 und C-9 sind im anionischen Flavinradikal größer.

Ergebnisse 85



Beim Vergleich der Hell- und Dunkel-13C-NMR-Spektren der LOV2-C450A-Mutante

erkennt man zwei Sorten von Amplitudenänderungen. Die Signale von C-2, C-4, C-4a, C-6,

C-8, C-9a und C-10a wechseln ihr Vorzeichen von positiv nach negativ oder verbleiben

abgeschwächt in Absorption. Eine Verstärkung der NMR-Signale ist dagegen für die

Positionen C-5a, C-7 und C-9 zu beobachten. Nach Kapteins Regeln über die Polarisierung

von NMR-Linien (Kaptein, 1975) müssen die Kerne dieser beiden Gruppen Hyperfein-

kopplungen mit unterschiedlichem Vorzeichen aufweisen. Im gegebenen Fall passt das

Muster der berechneten Elektronenspindichte besser zum anionischen als zum neutralen

Flavinradikal, wenn man davon ausgeht, dass negative Hyperfeinkopplungen zu einer

Verstärkung und positive Hyperfeinkopplungen zu einer Abschwächung bzw. Vorzeichen-

umkehr der NMR-Signale führen. Daraus kann man schließen, dass die kernspinabhängige

Umwandlung von Singulett- und Triplettzustand mit höherer Wahrscheinlichkeit im

anionischen Flavinradikal-Zustand erfolgt.

3.3.4 Elektron-Kern-Doppelresonanz-Spektroskopie an der C450A

Mutante der LOV2-Domäne von A. sativa

Elektronenspinresonanz (EPR) und Elektron-Kern-Doppelresonanz (ENDOR) sind wichtige

spektroskopische Methoden, die Einblicke in die Struktur und die Dynamik paramagnetischer

Moleküle bieten (Übersicht bei Carrington und McLachlan, 1969; Kurreck et al., 1988;

Holtzhauer, 1996; Atherton, 1993).

Wird ein ungepaartes Elektron in ein äußeres Magnetfeld gebracht, wird die ursprüngliche

Entartung der beiden Spinzustände des Elektrons aufgehoben (Zeemann-Effekt). Übergänge

zwischen den beiden Zeemann-Energieniveaus werden durch elektromagnetische Strahlung

mit der Resonanzfrequenz angeregt. Neben dem g-Faktor, der die Position der Mitte einer

EPR-Linie im Magnetfeldmaßstab charakterisiert sind Hyperfein-Kopplungskonstanten

wichtige Parameter eines EPR-Spektrums. Die Hyperfein-Kopplung beruht auf der Wechsel-

wirkung zwischen Elektronenspin und Kernspin und bewirkt die Aufspaltung einer

EPR-Linie in mehrere Linien. Die Wechselwirkung lässt sich in eine isotrope und eine

anisotrope Komponente zerlegen. Der anisotrope Anteil ergibt sich aus der klassischen

Dipol-Dipol-Wechselwirkung zwischen Elektronenspin und Kernspin und ist damit von der

relativen Lage der magnetischen Momente des ungepaarten Elektrons und des Kerns

abhängig. Der isotrope Anteil ist auf die Fermi-Kontakt-Wechselwirkung zurückzuführen
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und ergibt sich aus einer relativistischen Behandlung des Problems. Aus der isotropen

Hyperfein-Kopplungskonstante lassen sich somit Informationen über die Elektronendichte

am Kernort gewinnen, aus der anisotropen Hyperfein-Kopplungskonstante Informationen

über die Geometrie des Moleküls. 

Bei der Beteiligung vieler magnetisch nicht-äquivalenter Kerne steigt die Zahl der

EPR-Linien multiplikativ mit der Anzahl der Kerne an. Daraus resultiert ein inhomoges

verbreitertes, nicht aufgelöstes Spektrum. Eine Methode zur Auflösung vieler Hyperfein-

Kopplungen bietet dann eine Doppelresonanz-Technik (ENDOR-Spektroskopie), bei der

zusätzlich eine Radiofrequenz eingestrahlt wird (kombiniertes EPR/NMR-Experiment). Bei

ENDOR steigt die Zahl der EPR-Linien additiv mit der Anzahl der magnetisch

nichtäquivalenten Kerne an. Bei ENDOR-Spektren ist die EPR-Signalintensität über der

NMR-Frequenzskala aufgetragen. Sowohl für die Messung als auch die Zuordnung von  

Kohlenstoff-ENDOR-Spektren an Flavin-Radikalen ist die Markierung einzelner Atome mit
13C eine wichtige Vorraussetzung. Zu jedem 13C-Kern sind dabei zwei EPR-Resonanzsignale

mit dem Abstand der Hyperfein-Kopplungskonstanten symmetrisch um die freie
13C-Resonanzfrequenz angeordnet. 

In der Arbeitsgruppe von Dr. Stefan Weber (FU-Berlin) wurden in gefrorener Lösung

gepultste W-Band 13C-ENDOR-Spektren von der blaulichtbestrahlten C450A-Mutante der

LOV2-Domäne mit verschiedenen isotopologen FMN-Radikalen gemessen. Abbildung 3.23

zeigt, wie sich das komplexe ENDOR-Spektrum eines [U-13C17,U-15N4]-markierten FMN-

Liganden aus den verschiedenen Resonanzlinien der einzeln und doppelt markierten Proben

zusammensetzten lässt. Gezeigt sind jeweils die ENDOR-Spektren in x-, y- und z-Richtung

zum Magnetfeld. Das Spektrum des fiktiven [1’-13C1]FMN ergiebt sich als Differenz aus den

Spektren der dreifach markierten [1’,7α,9-13C3]- und der doppeltmarkierten [7α,9-13C2]-

Probe.
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Abb. 3.23: W-Band 13C-ENDOR-Spektren unterschiedlich markierter FMN-Cofaktoren in
rekonstituierten C450A-LOV2-Proteinen, aufgenommen in drei Richtungen zum Magnetfeld:
schwarzes Spektrum, gX; rotes Spektrum, gY; grünes Spektrum gZ. Das Spektrum der
[1’-13C1]-Markerung ergibt sich aus der Differenz der [1’,7α,9-13C3]- und [7α,9-13C1]-
Markierung.

Mit Hilfe quantenmechanisch simulierter Hyperfeinkopplungen wurde erstmals eine nahezu

vollständige Zuordnung der 13C-ENDOR-Signale eines proteingebundenen Flavinradikals

möglich. Die in Tabelle 3.11 angegebenen gemessenen und berechneten Hyperfein-

Kopplungskonstanten des ungepaarten Elektronenspin mit den einzelnen 13C-Atomen

stimmen allerdings oft nur grob überein, so dass für eine zuverlässige Interpretation des

kompletten 13C-ENDOR-Spektrums die Verwendung der selektiv markierten FMN-Isotopo-

loge von entscheidender Bedeutung war.
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-4.5AY-3.1A2
-4.1AX-2.8A1C-8α
---Ay0A3

0.6A2
1.8Az19.5A1C-8
0.5AZ0.1A3
0.4AY0.2A2
0.4AX0.6A1C-7α
-4.1AZ-6.6A3
-3.8AY-4.3A2
-3.6AX-4.1A1C-7
---AZ-0.3A3

AY-0.9A2
---AX13.5A1C-6
---AZ-17.8A3
-15.4AY-12.8A2
-13.5AX-10.5A1C-5a
---AZ78.8A3
-11.8AY-8.1A2
-12.8AX-7.4A1C-4a
12.1/---*AZ-21.2/-25.2A3
14.8/11.3*AY-18.7/-20.3A2
13.0/14.1*AX-17.7/-18.1A1C-4/C-10a*
---AZ-9.1A3
-1.2AY-6,9A2
-2.3AX-5.3A1C-2

experimentell [MHz]berechnet [MHz]Hyperfein-
Kopplungskonstanten

Tabelle 3.11 13C-Hyperfein-Koplungskonstanten des Flavinradikals im C450A-LOV2-
Protein. *Eine Zuordnung der experimentellen Kopllungskonstanten für C-4 und C-10a ist
nicht möglich, da die Signale zusammenfallen.

Ergebnisse 89



3.4 Schwingungsspektroskopie an Flavin-Cofaktoren und

Flavoproteinen

Infrarot- und Raman-Spektroskopie geben Aufschluß über die Schwingungsmoden eines

Moleküls. Sie sind wichtige Methoden zur Untersuchung von Protein-Ligand Wechsel-

wirkungen, da die Bindung eines Cofaktors an ein Protein dessen Vibrationsmoden deutlich

verschieben kann. Allerdings ist die Zuordnung einzelner Banden meist mit erheblichen

Schwierigkeiten verbunden. Die Zahl der theoretischen Schwingungsmoden (S) eines nicht-

linearen Moleküls ergibt sich aus der Anzahl seiner Atome (N) nach der Formel S-= 3·N - 6,

da für jedes Atom 3 Translationsfreiheitsgrade, entsprechend einer Auslenkung in x, y und z-

Richtung existieren und für die Translation und Rotation des Gesamtmoleküls jeweils 3

Freiheitsgrade abgezogen werden müssen. Für Riboflavin (N = 47) und 6,7-Dimethyl-

8-ribityllumazin (N = 41) ergeben sich somit 135 bzw. 117 voneinander unabhängige

Schwingungsmoden. In experimentellen IR- und Raman-Spektren lassen sich jedoch, auf-

grund von Linienverbreiterungen, Bandenüberlappungen und eingeschränkten Messbereichen

deutlich weniger Banden beobachten (ca. 35 - 50). Abbildung 3.24 gibt die Transmissions-

IR-Spektren von  6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin und Riboflavin in KBr-Presslingen wieder.

5001000150020002500300035004000

Wellenzahlen [cm-1]

Lumazin

Riboflavin

Abb. 3.24 Festkörper-IR-Spektren von 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin und Riboflavin
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In beiden Spektren erkennt man deutlich zwei getrennte Bereiche, einen hochfrequenten

Bereich mit breiten, sich überlappenden Banden ab 2800 cm-1 und einen niederfrequenten

Bereich von 500 - 1800 cm-1 mit deutlich schärferen Banden. Im Gegensatz zu den bisher

behandelten kernmagnetischen Resonanzmethoden kann in der Schwingunsspektroskopie

eine Bande prinzipiell nicht einzelnen Atom zugeordnet werden. Vielmehr enthält jede

Schwingungsmode verschiedene translatorische Anteile jedes Atoms. Da diese für bestimmte

Molekülteile unterschiedlich stark ausfallen können, ist in Einzelfällen dennoch eine

Zuordnung einer Bande zu einer quasi lokalisierten Schwingung einzelner Atome oder

Atomgruppen möglich (z.B. Streckschwingung einer Carbonylgruppe). 

Es existieren zahlreiche Versuche mit quantenmechanischen Methoden die Schwingungs-

moden eines Moleküls sowie deren Frequenzen und Intensitäten theoretisch zu berechnen.

Die folgenden Rechnungen an geometrieoptimierten Riboflavin- und Lumazin-Molekülen

wurden einerseits mit HyperChem und zwei semiempirischen Methoden (MINDO3, PM3)

sowie andererseits von Dr. Stefan Weber (FU-Berlin) mit einer Dichtefunktional-Methode

(B3LYP/6-31G) unter Gaussian durchgeführt. Die Zweiteilung des Spektrums mit einer

Lücke zwischen etwa 1900 und 2800 cm-1 wird bei allen Methoden gut vorhergesagt.

40060080010001200140016001800

MINDO3

PM3

B3LYP/
6-31G

Exp.

Abb. 3.25: Vergleich von quantenmechanisch berechneten IR-Banden (3 Methoden) mit dem
experimentellen IR-Spektrum von 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin.
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Abbildung 3.25 zeigt für den niederfrequenten Bereich der Wellenzahlen zwischen 400 und

1900 cm-1 die berechneten und experimentellen IR-Banden des 6,7-Dimethyl-8-ribityl-

lumazin-Moleküls in einer Strichcode-Darstellung. Die Ergebnisse der verschiedenen

Methoden weisen sowohl untereinander als auch zu den experimentellen Spektren teils

erhebliche Unterschiede auf. Insbesondere die berechneten Intensitätswerte sind wenig aus-

sagekräftig und bleiben daher unberücksichtigt. Eine zuverlässige Zuordnung der experimen-

tellen Banden zu den berechneten Schwingungsmoden ist auf dieser Basis nicht möglich.

Da die Schwingungen eines Moleküls von der Masse der beteiligten Atome abhängen,

können sich beim Ersatz eines Atoms durch ein schwereres Isotop signifikante Verschieb-

ungen zu niedrigeren Wellenzahlen ergeben. Bisher beschränkten sich Zuordnungsversuche

meist auf einzelne oder einige wenige Isotopsubstitutionen um eine vage Vorstellung zu

erhalten, an welchen Schwingungsbanden bestimmte Atome beteiligt sind. Eine konkrete

Aussage über welche Schwingungsmode es sich bei einer gegebenen Bande handelt ist

dadurch aber nur in Ausnahmefällen möglich und vor allem im niederfrequenten

"Fingerprint-Bereich" mit einer hohen Unsicherheit behaftet. Geht man davon aus, dass die

quantenmechanischen Berechnungen die relativen Verschiebungen einer Bande bei einer

gegebenen Isotopensubstitution besser vorhersagen können als die Lage der Bande selbst, so

sollte die Analyse der Verschiebungsmuster in den IR-Spektren vieler unterschiedlicher

Isotopologe eine genauere Zuordnung einzelner Banden erlauben. Um so jedoch eine

komplette Zuordnung aller Schwingungsbanden eines Moleküls zu erreichen, bräuchte man

wohl eine unrealistisch hohe Anzahl verschiedener Isotopologe, so dass die Einbeziehung der

berechneten Frequenzinformationen in einen zu entwickelnden Zuordnungsalgorithmus mit

einem weit gefassten Toleranzbereich gerechtfertigt erscheint. Der selbe Algorithmus ließe

sich dann auch auf Schwingungs-Spektren isotopologer Liganden in Flavoproteinen bzw. im

Lumazinprotein anwenden.

Die Verfügbarkeit isotopologer Flavin-Liganden eröffnet somit neue Möglichkeiten zur

Untersuchung etlicher Flavoproteine mittels IR- und Raman-Spektroskopie. Als Vorarbeit

hierzu wurden die Festkörper-IR-Spektren der synthetisierten Riboflavin- und Lumazin-

Isotopologe in KBr-Presslingen gemessen. Die Isotopeffekte in diesen Spektren sind in

Abbildung 3.26 und 3.27 durch Kennzeichnung der IR-Maxima mittels eines Strichcodes

hervorgehoben.
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[7a,9,1'-13C3]

[U-15N4]

[1,3-15N2]

[4,10a-13C2]

[4a-13C1]

[2,4a-13C2]

[2-13C1]

[5a-9a-13C8]

[6,8a-13C2]

[5a,8-13C2]

unmarkiert

Abb. 3.26: IR-Spektren isotopologer Riboflavine.
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deuteriert

[5-15N1]

[6,6a,7,7a-
13C4]

[6a-13C1]

[6-13C1]

[7-13C1]

[7a-13C1]

unmarkiert

Abb. 3.27: IR-Spektren isotopologer Lumazine.
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Mit Hilfe des Softwarepakets Gaussian, der DFT-Methode B3LYP und dem Basissatz 6-31G

wurden die IR-Banden für zuvor in vacuo geometrieoptimierte Riboflavin- und Lumazin-

Moleküle simuliert. Anschließend wurden in diesen Molekülen sukzessive die gleichen

Atome durch Schwerisotope ersetzt, wie in den realen Isotopologen und die Berechnung der

IR-Banden wiederholt. Abbildung 3.28 gibt den niederfrequenten Bereich des berechneten

Bandenmusters für die Riboflavin-Isotopologe wieder.

4005006007008009001000110012001300140015001600170018001900

[1',7a,9-13C3]

[1,3-15N2]

[U-15N4]

[4,10a-13C2]

[4a-13C1]

[2,4a-13C2]

[2-13C1]

[5a-9a-13c8]

[6,8a-13C2]

[5a,8-13C2]

unmarkiert

Abb. 3.28: Simulierte IR-Spektren isotopologer Riboflavine (DFT-Rechnung). 

Man erkennt deutlich die Verschiebungen mehrer IR-Banden bei unterschiedlichen Isotop-

substitutionen. Besonders auffällig sind die großen Verschiebungen im Bereich der weit-

gehend lokalisierten Carbonyl-Streckschwingungen um 1800 cm-1, falls die Carbonyl-

kohlenstoffe C-4 oder C-2 markiert sind. Bei den übrigen Banden ergeben sich im Mittel die

größten Unterschiede zum unmarkierten Riboflavin bei der [5a,6,7,7α,8,8α,9,9a-13C8]-

Markierung, in der acht Schwerisotopsubstitutionen vorkommen, wodurch das Muster der

Valenzschwingungen erheblich beeinflusst wird. Mit Hilfe eines selbstentwickelten C++

Programmes, welches anhand der von Gaussian ausgegebenen Translationsmatrices die

Geometrie der Schwingungsmoden vergleicht, wurde überprüft, ob die Schwingungsmoden

in den verschiedenen Isotopologen in der selben energetischen Reihenfolge vorkommen oder
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ob "Über-Kreuz-Verschiebungen" auftreten. Dies ist zwar im Allgemeinen eher selten der

Fall (1-4 über Kreuz zugeordnete Banden je Isotopolog), kommt aber bei der [13C8]-Markier-

ung im Bereich zwischen 1000 und 1700 cm-1 gehäuft vor (Abbildung 3.29). Allerdings

ändern sich hier die Geometrien der berechneten Schwingungsmoden mitunter so stark, dass

eine zweifelsfreie Zuordnung nicht mehr in jedem Fall gewährleistet werden kann.

10001100120013001400150016001700

[5a-9a-13C8]

unmarkiert

Abb. 3.29 Simulierte Verschiebungen der IR-Banden von [5a,6,7,7α,8,8α,9,9a-13C8]- und
unmarkiertem Riboflavin. Überkreuzte Änderungen der Reihenfolge sind rot hervorgehoben.

Für jede gerechnete und gemessene IR-Bande eines Isotopologs wurde die Frequenz-

Verschiebung bezüglich der entsprechenden Bande des unmarkierten Moleküls bestimmt.

Abbildung 3.30 und 3.31 zeigen diese Verschiebungen für einige Riboflavin- bzw. Lumazin-

Isotopologe. Die Abszisse dieser Diagramme bezeichnet die Wellenzahlen der IR-Banden des

unmarkierten Moleküls, während auf der Ordinate die Wellenzahl-Differenzen der jeweiligen

Isotopolog-Banden aufgetragen sind. Bei den experimentellen Spektren kommt jedoch zu den

Problemen der Linienverbreiterung, der Bandenüberlappung und der messtechnisch bedingt

begrenzten Wellenzahl-Auflösung noch hinzu, dass "Über-Kreuz-Verschiebungen" nicht auf

einfache Weise erkennbar sind. Die experimentellen Wellenzahl-Verschiebungen sind daher

mit einem deutlichen Unsicherheitsfaktor behaftet, der wohl auch zur eher qualitativen

Übereinstimmung der simulierten und beobachteten Abweichungen beiträgt, sich aber durch

mathematische Methoden wie Spektrendekonvulation vielleicht noch verringern ließe. 

Ergebnisse 95

cm-1



0

5

10

15

20

25

30

35

40

40060080010001200140016001800

[5a,8-13C2] [4,10a-13C2] [U-15N4]

[5a,8-13C2]* [4,10a-13C2]* [U-15N4]*

Abb. 3.30: Abweichungen der IR-Banden dreier isotopologer Riboflavine vom unmarkierten
Riboflavin: , Experiment; , Simulation.
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Abb. 3.31: Abweichungen der IR-Banden isotopologer Lumazine vom unmarkierten
Lumazin: , Experiment; , Simulation.
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Bildet man für jedes Riboflavin- und Lumazin-Isotopolog die mittlere Abweichung aller

beobachtbaren bzw. simulierten IR-Banden von denen des unmarkierten Moleküls und

vergleicht diese untereinander, so zeigt sich deutlich, dass sich verschiedene Markierungen

unterschiedlich stark auf das IR-Spektrum auswirken und diese Einflüsse qualitativ richtig

vorhergesagt werden (Abb. 3.32). 
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Abb. 3.32:  Mittlere Abweichung der IR-Banden isotopologer Riboflavine und Lumazine
vom unmarkierten Molekül: , Experiment; , Simulation.

Aus der Analyse der quantenmechanischen Berechnungen und der gemessenen IR-Spektren

erhielt man für alle Riboflavin- und Lumazin-Isotopologe zwei Vektoren, welche die

erwarteten und beobachteten Verschiebungen der einzelnen Banden bezüglich des Spektrums

des unmarkierten Moleküls beschreiben. Umgekehrt ergibt sich für jede Bande des theore-

tischen und des experimentellen Spektrums ein Vektor, der beschreibt wie diese Bande auf

verschiedene Isotopsubstitutionen reagiert. Das nächste Ziel besteht nun darin einen

Algorithmus zu entwickeln, der die experimentell beobachteten IR-Bandenpositionen mit der

simulierten Verschiebungsmatrix abgleicht, um so zu einer plausiblen Bandenzuordnung zu

kommen. 
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Mit den Daten der freien Liganden als Grundlage ließe sich das gleiche Verfahren dann auch

auf proteingebundene Liganden anwenden. Dazu wurde in Kooperation mit Dr. Joachim

Heberle (Forschungszentrum Jülich) und Prof. Peter Hildebrandt (TU-Berlin) begonnen

Schwingungs-Spektren von LOV2-Domänen zu messen, die mit verschiedenen FMN-

Isotopologen rekonstituiert wurden. Abbildung 3.33 zeigt die Ramanspektren einiger

Flavin-Liganden in rekonstituierten Proben der LOV2-C450A-Mutante. 

Abb. 3.33: Ramanspektren isotopologer FMN-Liganden in der C450A-LOV2-Mutante

Die zweite Raman-Spektrenserie (Abbildung 3.34), die mit rekonstituierten Wildtyp

LOV2-Domänen und bei einer Anregungswellenlänge von 413 nm (Blaulichbestrahlung!)

aufgenommen wurde, enthält auch Schwingungsbanden, die auf das kovalente Cys450→C-4a

Photoaddukt zurückzuführen sind (Kapitel 3.3). In beiden Spektrenserien sind die Einflüsse

der Isotopsubstitutionen deutlich an Bandenverschiebungen zu niedrigeren Wellenzahlen

abzulesen. Ebenfalls in der Arbeitsgruppe von Dr. Joachim Heberle wurden

Differenz-FTIR-Spektren der rekonstituierten LOV2-Domänen gemessen. Diese sind in

Abbildung 3.35 wiedergegeben.
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Abb 3.34: Ramanspektren illuminierter LOV2-Domänen mit isotopologen FMN-Liganden

Abb. 3.35 FTIR-Differenzspektren der LOV2-Domäne mit isotopmarkierten FMN-Liganden
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3.5 NMR-Spektroskopische Untersuchungen an Enzymen der

Riboflavinbiosynthese

Bei den enzymatischen Riboflavin-Synthesen werden sämtliche Intermediate der Riboflavin-

biosynthese durchlaufen. Somit ergibt sich durch Weglassen einzelner Enzyme die

Möglichkeit, auch diese Zwischenstufen in stabilisotopmarkierter Form herzustellen. Die

isotopologen Intermediate stellen wertvolle Hilfsmittel für kinetische und mechanistische

Studien an den nachfolgenden Enzymen des Biosynthesewegs dar. Insbesondere konnten

mehrere Enzyme der bisher nicht im Detail beschriebenen Riboflavinbiosynthese von

Archaea und Pflanzen durch Verwendung 13C-markierter Zwischenstufen näher

charakterisiert werden, darunter die 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase, die

GTP-Cyclohydrolase III, die Reduktase und die Riboflavin-Synthase des thermophilen

Archaebakteriums M. jannaschii sowie die Pyrimidin-Desaminase aus A. thaliana.

3.5.1 Untersuchungen zum Mechanismus der 3,4-Dihydroxy-2-

butanon-4-phosphat-Synthase aus M. jannaschii

Über die Biosynthese von Riboflavin in Archaea war bis vor kurzem nur wenig bekannt. Eine

in vivo Studie mit Methanobacterium thermoautotrophicum, bei der [U-13C2]Acetat und

[1-13C1]Pyruvat als Tracer benutzt wurden, deutete darauf hin, dass der Xylolring des

Vitamins auch dort aus zwei 4-Kohlenstoffeinheiten aufgebaut wird (Eisenreich et al., 1991).

Außerdem wurde gezeigt, dass 5-Amino-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion ein

Intermediat der archaealen Riboflavinbiosynthese sowie auch der Biosynthese des

5-Deaza-Derivats Coenzym F420 darstellt (Reuke et al., 1992). Kürzlich wurde ein Gen für die

7,8-Didemethyl-8-hydroxy-5-deazariboflavin-Synthase identifiziert, welche den letzten

Schritt der Bildung dieses methanogenen Flavin-Analogs katalysiert (Graham et al., 2003).

Außerdem wurde eine Lumazinsynthase aus M. jannaschii gefunden, die den bisher

bekannten Lumazinsynthasen aus Eubakterien und Eukaryonten ähnelt (Haase et al., 2003).

Der offene Leserahmen MJ0055 von M. jannaschii codiert ein Protein mit erkennbarer

Sequenzhomologie zur 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase von E. coli. Das

Protein wurde unter Verwendung eines für die Expression in E. coli optimierten synthe-

tischen Gens kloniert und rekombinat exprimiert. Die Charakterisierung des gereinigten
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Proteins durch Massenspektrometrie und analytische Ultrazentrifugation ergab eine homo-

dimere Struktur mit einer Masse von 26 kDa je Untereinheit (Fischer et al., 2002b). Diese

konnte später durch Röntgenstrukturanalyse bestätigt werden (Steinbacher et al., 2003).

Die durch das rekombinante Enzym katalysierte Reaktion wurde mittels 13C-NMR-

Spektroskopie in Echtzeit verfolgt, indem [U-13C5]Ribulose-5-phosphat als Substrat einge-

setzt wurde. Das bei der Fragmentierung des Substrats frei werdende Formiat zeigt sich im

NMR-Spektrum als Singulett bei 170.9 ppm. Die anderen vier Signale in Zeile A von

Abbildung 3.36 sind aufgrund von 13C13C- und 13C31P-Kopplungen komplexe Multipletts. Die

NMR-Daten des Produkts sind in Tabelle 3.11 zusammengefasst.

4.940.0 (3)664

7.5
41.0 (2)
40.0 (4)
13.1 (1)

76.53

40.9 (1)
41.0 (3)211.72

40.9 (2)
13.1 (3)25.71

JCP [Hz]JCC [Hz]δ [ppm]
Kopplungskonstantenchemische Verschiebung

Position

Tabelle 3.11: NMR-Daten von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat.

Das "Dublett von Dubletts" bei 25.7 ppm entspricht der C-1 Methylgruppe von

3,4-Dihydroxy- 2-butanon-4-phosphat, welche mit einer Kopplungskonstante von 40.9 Hz

zum C-2 Atom und mit 13.1 Hz über die Carbonylgruppe hinweg zum C-3 Atom koppelt. Die

Carbonylgruppe des Enzymprodukts erscheint aufgrund von Kopplungen zu C-1 und C-3 als

Pseudotriplett bei 211.7 ppm. Das Signal des C-3 Atoms bei 76.5 ppm ist ein komplexes

Multiplett aufgrund Kopplungen zu C-2 und C-4 mit etwa 40 Hz sowie weiter reichenden

Kopplungen zu C-1 (13.1 Hz) und Phosphor (7.5 Hz). C-4 erscheint als Dublett von Dubletts

bei 66.0 ppm mit Kopplungen zu C-3 und Phosphor. Das 13C-NMR-Spektrum identifiziert

das Enzymprodukt eindeutig als [U-13C4]3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat. 
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Abb. 3.36: 13C-NMR-Spektren von 3,4-Dihydroxy-2-butanon 4-Phosphat aus A: [U-13C5]-
Ribulose-5-phosphat, B: einer 1:25 Mischung aus [U-13C5] und unmarkiertem Ribulose-
5-phosphat und C: unmarkiertem Ribulose-5-phosphat. 

Abbildung 3.36 (Zeile C) zeigt das 13C-NMR-Spektrum von unmarkiertem 3,4-Dihydroxy-

2-butanon-4-phosphat, welches aus unmarkiertem Ribulose-5-phosphat gewonnen wurde.

Die Signale für die Kohlenstoffatome C-3 und C-4 weisen 13C31P-Kopplungen auf. Die

Verwendung von 13C-markiertem Substrat bewirkt eine über 90 % bessere Empfindlichkeit

bei der Detektion des abgespaltenen Formiats, was für die Restaktivitätsbestimmung einiger

weiter unten beschriebenen mutierten Proteine unabdingbar war. Bei der enzymatischen

Umsetzung einer Substratmischung aus [U-13C5]Ribulose-5-phosphat und unmarkiertem

Ribulose-5-phosphat im Verhältnis 1:25 mit der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Syn-

thase aus M. jannaschii erhielt man das in Abb. 3.36 (Zeile B) gezeigte Spektrum. Dieses

stellt eine Überlagerung der beiden zuvor beschriebenen Spektren A und C dar, wie für das

C-3 Signal in Abb. 3.37 mit simulierten NMR-Spektren nochmal ausführlich dargestellt ist.
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Abb. 3.37: Simulierte 13C-NMR-Signale für
das C-3 Atom isotopologer 3,4-Dihydroxy-
2-butanon-4-phosphat Moleküle. A: unmar-
kiert B: [4-13C1], C: [1,2,3-13C3], D:
[U-13C4], E: Überlagerung der Spektren A
und D. F: experimentelles 13C-NMR-Signal
für das C-3 von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-
4-phosphat aus einer 1:25 Mischung von
[U-13C5]Ribulose 5-Phospat und unmarkier-
tem Ribulose-5-phosphat.

Die enzymkatalysierte Reaktion erfordert zwei Bindungsbrüche zwischen C-3 und C-4 sowie

zwischen C-5 und C-4 und die Bildung einer neuen Bindung zwischen C-3 und C-5 des

Substrats. Eine intermolekulare Rekombination je eines markierten und unmarkierten

Substratmoleküles würde die Bildung teilmarkierter Produkte bedeuten. Genauer gesagt

müsste in diesem Fall die Bildung von [1,2,3-13C3]- und [4-13C1]3,4-Dihydroxy-2-butanon-
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4-phosphat zu beobachten sein. Die simulierten 13C-NMR-Signale für das C-3 Atom dieser

Isotopologe sind in Abbildung 3.37 dargestellt. Das aus der Substratmischung erhaltene

Produktspektrum ist jedoch mit einer Überlagerung der Einzelspektren für unmarkiertes bzw.

vollmarkiertes Substrat identisch. Daraus kann gefolgert werden, dass die Reaktion und die

Bindungsknüpfung zwischen C-3 und C-5 des Substrats streng intramolekular abläuft.

Da bekanntermaßen beide Enantiomere, also sowohl die D-Form als auch die L-Form von

3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat als Substrat für die 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-

Synthase von B. subtilis fungieren (Kis et al., 1995), wurde mittels CD-Spektroskopie die

absolute Konfiguration des Produkts des M. jannaschii Enzyms bestimmt (Fischer et al.,

2002b). Dabei zeigte sich, dass dieses ebenso wie die Produkte der eubakteriellen Enzyme

die L-Konfiguration aufweist. Archaea und Eubakterien erzeugen demnach aus Ribulose-

5-phosphat das gleiche Intermediat um den Xylolring des Riboflavinmoleküls aufzubauen. 

Sequenzvergleiche zeigten, dass 17 polare Aminosäuren in den verschiedenen mutmaßlichen

3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthasen von Mikroorganismen und Pflanzen absolut

konserviert sind. Insbesondere zeigt eine kurze Folge geladenener Aminosäuren von Position

21 bis 30 einen hohen Grad an Konservierung (Abb. 3.38). NMR-Studien am Enzym-

Substrat Komplex haben gezeigt, dass auch die Reste der konservierten Aminosäuren

Thr-112, Thr-115, Asp-118, Arg-119 und Thr-122 mit dem Substrat interagieren (Kelly et al.,

2001).

Der hypothetische Reaktionsmechanismus (Abb. 3.39) läßt für die Säure/Base-Katalyse eine

entscheidende Rolle vermuten und polare Liganden sind sehr wahrscheinlich an der

Interaktion des Proteins mit dem essentiellen zweiwertigen Metallion (Mg2+/Mn2+) beteiligt.

Die Kristallstruktur der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase aus E. coli im

Komplex mit Glycerin, welches vermutlich als verkürztes Substratanalogon ans aktive

Zentrum bindet, ist ebenfalls mit der Hypothese im Einklang, dass der "loop" aus

konservierten sauren Aminosäureresten direkt an der Katalyse beteiligt ist (Liao et al., 2002).

Ergebnisse 104



Aquifex aeolicus IRQGKMVIVVDDPDRENEGDLVMAAEKVTP
Archaeoglobus fulgidus FRKGSPVLIYDFEDREGETDIAIPAIHVGK
Actinobacillus pleuropneumoniae IRQGKIILVTDDEDRENEGDFICAAEFATP
Arabidopsis thaliana IRQGKLVVVVDDENRENEGDLVMAAQLATP
Bacillus subtilis LKKGEVIIVVDDEDRENEGDFVALAEHATP
Deinococcus radiodurans LRAGRPVILVDDENRENEGDLLMPAATATP
Escherichia coli LREGRGVMVLDDEDRENEGDMIFPAETMTV
Haemophilus influenza FKNGTGVLVLDDEDRENEGDLIFPAETITP
Helicobacter pylori YKNGEMLIVMDDEDRENEGDLVLAGIFSTP
Lycopersicon esculentum IRQGKMVLVTDDEDRENEGDLVMAASKATP
Methanococcus jannaschii LKKGEIILVYDSDEREGETDMVVASQFITP
Mycobacterium leprae IAAGKAVVVIDDEDRENEGDLIFAAEKATL
Methanobacterium thermoautotrophicum LRRGEIVLVFDADNRERETDMIVAAEKIKP
Saccharomyces cerevisiae FKQNKFVIVMDDAGRENEGDLICAAENVST
Schizosaccharomyces pombe FRDGKFLIVLDDETRENEGDLIIAGCKVTT

Abb. 3.38: Sequenz Alignment (Positionen 11–40) von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phos-
phat-Synthasen aus verschiedenen Organismen. Ein Ersatz der markierten Aminosäuren
ergibt mutierte Proteine mit einem drastischem Aktivitätsverlust gegenüber dem
Wildtyp-Enzym (Fischer et al., 2002b).
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Abb. 3.39: Hypothetischer Reaktionsmechanismus der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-
Synthase (Volk und Bacher, 1988).

Anhand von Experimenten mit 18O angereichertem Puffer konnte gezeigt werden, dass im

Mittel 1.2 Sauerstoffatome aus dem wässrigen Lösungsmittel in das enzymatisch freigesetzte

Formiat eingebaut werden, obwohl die Stöchiometrie der Reaktion nur ein inkorporiertes

Sauerstoffatom aus dem Lösungsmittel vermuten läßt. Das überschüssige, im Formiat
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gefundene 18O deutet auf einen reversiblen Austausch von Sauerstoff zwischen einem

carbonylartigen Reaktionsintermediat und Wasser hin.

Das synthetische Gen für die 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase aus M.

jannaschii konnte mit Hilfe verschiedener experimenteller Techniken einfach mutiert

werden. Insgesamt konnten 33 mutierte Gene effizient in  E. coli exprimiert werden. Die

kinetischen steady-state Parameter der gereinigten rekombinanten Enzyme wurden zunächst

von Dr. Susanne Schiffmann mit Hilfe eines gekoppelten photometrischen Enzymassays

bestimmt, der sich der 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthase als Reporterenzym bedient.

Ein Ersatz von Glutamat 26, 28 oder 185, Aspartat 21 oder 30, Histidin 164 oder Arginin 25

lieferte Proteine deren relative Aktivität in den meisten Fällen unterhalb 0.7 % lag. Mutanten

die durch den Ersatz von Arginin 119 oder 161, Threonin 165 oder Glutamat 166 erhalten

wurden, behielten eine signifikante enzymatische Aktivität, aber ihre Km Werte waren in etwa

10 fach erhöht (Tabelle 3.12).

Die Sensitivität des photometrischen Enzymassays, der die Bildung von 6,7-Dimethyl-

8-ribityllumazin detektiert, wird durch die Stabilität von 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phos-

phat und 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion begrenzt. Die relativ großen Km

Werte und die relativ geringe Umsatzrate des Hilfsenzyms 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-

Synthase begrenzen die Genauigkeit des Verfahrens noch weiter, insbesondere bei den

mutierten Enzymen mit geringer Restaktivität.  

Dagegen hat Formiat, das zweite Produkt der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-

Synthase, den Vorteil nahezu unbegrenzter Stabilität. Daher konnte mittels 13C-NMR-

Spektroskopie die enzymkatalysierte Entstehung des Formiats direkt in Echtzeit gemessen

werden (Abb. 3.40). Um die Empfindlichkeit der NMR-Detektion zu steigern, wurde

[U-13C5]Ribulose-5-phosphat als Substrat verwendet.

Für das Wildtyp Enzym wurde mit diesem Assay eine spezifische Aktivität von 174 nmol

min-1 mg-1 bei 310 K gemessen im Vergleich zu 148 nmol min-1 mg-1 im Photometerassay.

Aus dem Arrheniusplot (Abb. 3.41) wurden Aktivierungsenergien von 61 kJ/mol

(NMR-Assay) bzw. 55 kJ/mol (Photometerassay) berechnet. Die beiden Methoden ergaben

auch für mutierte Proteine mit relativ hoher Restaktivität ähnliche Werte (Tabelle 3.12).
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Abb. 3.40: Aktivitätsbestimmung der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase von M.
jannaschii. Die Bildung von 13C-Formiat wurde mittels NMR-Spektroskopie in Zeitabständen
von 10 min verfolgt. Die spezifische Aktivität des Ezyms ergibt sich aus der Anfangssteigung
der Kurve und der eingesetzten Proteinmenge.
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Abb. 3.41: Arrheniusplot für die 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase von M.
jannaschii. Mit dem NMR-Assay wurden Ratenkonstanten im Temperaturbereich von 290 -
330 K ermittelt. Aus der Steigung der Geraden ln k gegen 1/T ergibt sich nach der Gleichung
EA = - RT ln k, eine Aktivierungsenergie von 61 kJ/mol.
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AF490558<1E185S
AF490544<1E185Q
AF490545<0.04<1E185D
AF4905461 05439E166S
AF4905651 11674T165A
AF4905687454T165S
AF490555<1H164S
AF490556<0.04<1H164N
AF4905591 02615R161S
AF4905734118H147S
AF4905661267060T122A
AF4905641 20017R119S
AF49054325327D118S
AF49056026438T115A
AF4905621 4150.073T112A
AF49054292719C55G
AF49054119144C55S
AF4905470.615D30S
AF490548<1D30N
AF490549<0.04<1D30E
AF490571<1E28S
AF4905692.36.4E28Q
AF516684<0.04<1E28D
AF490570<1E26S
AF490572<0.04<1E26Q
AF490557<0.04<1E26D
AF4905630.11.1R25K
AF4905673R25E
AF49055045333D23S
AF49056143711376S22A
AF4905530.52D21S
AF490551<0.04<1D21N
AF490552<0.04<1D21E
AF490554140174148wild typ

[µM][nmol min-1 mg-1]
Accession

number
KM

avmax
bvmax

a
Protein

Tabelle 3.12: Mutanten der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase aus M. janna-
schii. a: kinetische Daten des Photometerassays, b: kinetische Daten des NMR-Assays
(Fischer et al., 2002b).

Mutierte Proteine mit geringer oder nicht detektierbarer Restaktivität wurden mit Hilfe des

NMR-Assays nochmals genauer analysiert. Durch Verwendung hoher Enzymkonzentrationen

konnte ein Detektionslimit von 40 pmol min-1 mg-1 erreicht werden. Dies entspricht der

Umsetzung eines Substratmoleküls pro katalytischem Zentrum innerhalb von 16 h. Selbst bei
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dieser Empfindlichkeit konnte bei folgenden Mutanten-Proteinen keine Bildung von Formiat

nachgewiesen werden: D21E, D21N, E26D, E26Q, E28D, D30E, H164N und E185D.

3.5.2 Studien zur Kinetik der GTP-Cyclohydrolase II aus Candida

albicans und Candida glabrata

Der erste Schritt des von GTP ausgehenden Zweigs der Riboflavinbiosynthese ist die

hydrolytische Öffnung des Imidazolrings und die Abspaltung von C-8 als Formiat sowie

eines anorganischen Pyrophospatrestes (siehe Abb. 1.2). Diese Reaktion wird von der GTP

Cyclohydrolase II katalysiert und findet in Eubakterien (Foor und Brown, 1975 und 1980)

und Pilzen (Shavlovsky et al., 1976 und 1980) in gleicher Weise statt, während sich die

Reihenfolgen der späteren Schritte, die Desaminierung an Position C-2 und die Reduktion

des Ribosylrestes, in verschiedenen Organismen unterscheiden. 

C. albicans und C. glabrata sind humanpathogene Hefen, die über Genital- und Darmbereich

immungeschwächter Patienten ernsthafte und schwer behandelbare systemische Infektionen

verursachen können. Durch die sich weltweit ausbreitenden HIV-Infektionen hat sich dieses

Problem in den letzten Dekaden zusätzlich verschärft. Medikamente zur systemischen

Behandlung von Pilzerkrankungen haben oft unerwünschte Nebenwirkungen aufgrund ihrer

relativ hohen Toxizität. Generell besteht ein Mangel an wirksamen und gut verträglichen

Antimykotika für systemische Anwendung.

Die Enzyme der Riboflavinsynthese stellen potentielle Angriffspunkte für die Entwicklung

antimykotischer Wirkstoffe dar, da neben pathogenen Eubakterien (Shavlovsky et al., 1982)

mit hoher Wahrscheinlichkeit auch pathogene Hefen (Oltmanns et al., 1969; Shavlovsky et

al., 1979) kein Transportsystem für exogenes Riboflavin besitzen und somit zwingend auf die

eigene Biosynthese des Vitamins angewiesen sind.

Potentielle GTP-Cyclohydrolasen II von C. albicans und C. glabrata wurden, aufgrund von

Sequenzhomologien offener Leserahmen zu dem Enzym aus E. coli unter Verwendung

codonoptimierter synthetischer Gene für die Expression in E. coli kloniert und näher

charakterisiert. Es handelt sich um homodimere Proteine mit Untereinheiten von ca. 37 kDa.

Für maximale Aktivität werden divalente Kationen, vorzugsweise Cobalt oder Magnesium

benötigt. Mittels AAS wurde ein Zinkatom pro Untereinheit gefunden.
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Die Reaktion der  GTP-Cyclohydrolase II aus C. albicans mit [U-13C10,U-15N5]GTP als

Substrat wurde mittels 13C-NMR-Spektroskopie verfolgt und die zeitabhängigen Integrale des
13C-Formiatpeaks bei 171 ppm zur Aktivitätsbestimmung herangezogen (Abb 3.42), wie es

bereits im vorherigen Kapitel  für die Reaktion der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-

Synthase ausfürlich beschrieben wurde. Der auf diese Weise ermittelte Wert für die

Anfangsgeschwindigkeit der Reaktion liegt bei 450 nmol min-1 mg-1.
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Abb. 3.42: Reaktionsdynamik der GTP-Cyclohydrolase von C. albicans. Linke Seite:
Zeitaufgelöste Serie von 13C-NMR-Spektren mit [U-13C10,U-15N5]GTP als Substrat. Rechte
Seite: Quantitative Auswertung der Entstehung des Formiatsignals.
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Abb. 3.43: 2D NMR-Spektren von 2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-
5’-phosphat. Linke Seite: 1H,13C-Korrelationsspektrum (HMQC). Rechte Seite: 13C TOCSY,
die Spinsysteme des β- bzw. α-Anomers sind mit durchgezogenen bzw. gestrichelten Linien
gekennzeichnet. 

Neben Formiat entstehen zwei Produkte die mittels zweidimensionaler NMR-Techniken als

α- und β-Anomere von 2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat identi-

fiziert werden konnten. Im HMQC Spektrum sind für den Zuckerbereich zehn 1H,13C-

Korrelationen zu erkennen, was einem doppelten Signalsatz entspricht (Abb 3.43 linke Seite).

Mit Hilfe des 13C-TOCSY-Spektrums konnten diese Signale zwei verschiedenen Spin-

systemen und somit den jeweiligen Anomeren zugeordnet werden (Abb 3.43 rechte Seite).

Die gewonnen NMR-Daten der GTP-Cyclohydrolase II Produkte stimmen weitgehend mit

früheren Untersuchungen von Ritz et al. (2001) überein.

Darüber hinaus wurden die Reaktionen beider Candida Enzyme mit [1’-13C1]GTP als

Substrat beobachtet. Dabei erhält man, aufgrund fehlender Kopplungspartner, jeweils ein

scharfes Singulett mit hoher Intensität für GTP und die beiden Produktanomeren. Da sich die

Markierung im Produkt am anomeren Kohlenstoffatom befindet unterscheiden sich die

beiden Signale in ihren chemischen Verschiebungen mit 85.1 bzw. 81.7 ppm deutlich

voneinander. Ein Formiatsignal ist bei dieser Spektrenserie nicht zu erkennen, da die Position

C-8 im Edukt nicht markiert war.
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Abb 3.44: Zeitaufgelöste 13C-NMR-Spektren der GTP-Cyclohydrolase II aus C. albicans mit
[1’-13C1]GTP als Substrat.

Die Signalintensitäten der drei Reaktionsteilnehmer, GTP, β- und α-Anomer wurden für

beide Enzyme quantitativ ausgewertet (Abb. 3.45). Neben der höheren Aktivität des C.

albicans Enzyms erkennt man, dass die β-Anomere das primär gebildete Produkt darstellen,

während die α-Anomere zeitlich verzögert entstehen.
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Abb. 3.45: Reaktionskinetik der GTP-Cyclohydrolase II aus C. albicans/C. glabrata (ge-
füllte/offene Symbole). Dargestellt ist jeweils der zeitliche Verlauf der Stoffmengen von GTP
(violett/rot) sowie der β- (gelb/grün) und α-Anomere (hellblau/blau) von 5,6-Diamino-
6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat.

Die gesamte durch NMR-Spektroskopie beobachtbare Reaktionsfolge kann somit durch

folgendes Schema und die darin enthaltenen Ratenkonstanten dargestellt werden:
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Abb. 3.46: Reaktionsschema der GTP-Cyclohydrolase II Reaktion.

Die zeitlichen Konzentrationsverläufe lassen sich mit den in Tabelle 3.13 angegebenen

kinetischen Parametern in guter Übereinstimmung mit den experimentellen Daten durch

folgende Differentialgleichungen erster Ordnung beschreiben.
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0.0930.112k3 [min-1]  −k3·α + k2·βd
dt =

0.1130.134k2 [min-1] k1·GTP − k2·β + k3·α
d
dt =

0.0460.079k1 [min-1] −k1·GTPdGTP
dt =

C. glabrataC. albicansParameterDifferenzialgleichungen

Tabelle 3.13: Differentialgleichungen und kinetische Parameter der GTP-Cyclohydrolase II
Reaktion mit den Enzymen aus C. albicans und C. glabrata.

3.5.3 NMR-spektroskopische Charakterisierung der Reaktion einer

archaealen GTP-Cyclohydrolase III 

Es wurde bereits erwähnt, dass die Riboflavinbiosynthese in Archaebakterien weit weniger

erforscht ist, als in Eubakterien oder Hefen. Während man in den Genomen verschiedener

komplett sequenzierter Archaea orthologe Sequenzen zu den Ribosyl-Reduktasen (Kapitel

3.5.5), 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthasen und 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-

Synthasen (Kapitel 3.5.1) anderer Organismen findet, wurden bisher kaum Orthologe für die

GTP-Cyclohydrolase II, die Pyrimidin Desaminase und die Riboflavin-Synthase gefunden.

Es konnte jedoch gezeigt werden, dass Archaea Riboflavin-Synthasen besitzen, welche

Paraloge zu Lumazin-Synthasen darstellen (Kapitel 3.5.6).

Der offene Leserahmen MJ0145 von M. jannaschii codiert ein Enzym von dem man animmt,

dass es die hydrolytische Öffnung des Imidazolringes von GTP, die Abspaltung von PPi,

nicht jedoch die Abspaltung von C-8 als Formiat katalysiert. Im Produkt dieses archaealen

Enzyms wäre C-8 als Formamidgruppe erhalten (Graham et al., 2002). 

Nach Klonierung des Gens in einen E. coli Expressionsstamm konnte das thermostabile

Protein mittels Hitzefällung anderer zellulärer Proteine und Ionenaustausch-Chromatographie

in ausreichender Menge und Reinheit gewonnen werden. Hydrodynamische Untersuchungen

ergaben ein Molekulargewicht von 120 kDa, was einer homotetrameren Struktur entspricht.

Das pH Optimum des Mg2+ abhängigen Enzyms liegt bei 8.5.

Mittels 13C-NMR-Spektroskopie wurde die Reaktion mit [U-13C10,U-15N5]GTP als Substrat

näher untersucht. Die Abbildungen 3.47 und 3.48 zeigen den Verlauf der Reaktion für den

Bereich der Ribosylatome bzw. des Heteroaromaten. Aufgrund von 13C13C- und 13C15N-

Kopplungen erscheinen sämtliche Signale als komplexe Multipletts. Im Zuckerbereich
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zwischen 60 und 90 ppm erkennt man nach 16.5 h einen ähnlichen Signalsatz, wie für das

weiter oben beschriebene Produkt der Cyclohydrolase II (vgl. Abb. 3.42). Daher kann

wiederum auf das Vorliegen des Ribosylrestes in zwei anomeren Formen (α/β) geschlossen

werden. Es fällt jedoch auf, dass die α-Form in den ersten 80 min nicht auftritt, sondern erst

deutlich später gebildet wird.

Abb. 3.47: 13C-NMR-Spektrenserie nach Zugabe der GTP-Cyclohydrolase III von M.
jannaschii zu [U-13C10,U-15N5]GTP als Substrat (Zuckerbereich).

Die Aufspaltung der heterocyklischen Purin bzw. Pyrimidin 13C-Signale ist aufgrund

vielfältiger 13C13C- und 13C15N-Kopplungen inklusive einiger Weitbereichskopplungen noch

komplexer. Sie sind teils stark verbreitert und durch ein kleineres Signal/Rausch-Verhältnis
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gekennzeichnet. Parallel zum Verschwinden des C-8 Signals von GTP treten nacheinander

scharfe Dupletts bei 165.7, 170.5, 165.3 und 170.6 ppm auf, wobei die Signale bei 165 ppm

deutlich intensiver sind, als die bei 170 ppm. In diesen Signalen weist das ursprüngliche C-8

Atom von GTP nur noch eine Kopplung von ca. 14 Hz zu einem 15N-Atom auf. Ein ähnlicher

Signalsatz wurde von Bracher et al. (1999) im Produkt einer GTP-Cyclohydrolase I Mutante

gefunden und den cis/trans-Isomeren von Formylaminogruppen in den jeweiligen α/β-

Anomeren eines 5-Formylamino-6-Ribosylamino-Pyrimidins zugeordnet.

Abb 3.48: 13C-NMR-Spektrenserie nach Zugabe der GTP-Cyclohydrolase III von M.
jannaschii zu [U-13C10,U-15N5]GTP als Substrat (Basenbereich).

Während das Produkt der GTP-Cyclohydrolase I Mutante ein 5’-Triphosphat ist (Bracher et

al., 1999), handelt es sich bei dem Produkt der neuartigen archealen GTP-Cyclohydrolase III
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um das 5’-Monophosphat (Graham et al., 2002). Aus Abbildung 3.48 ist ersichtlich, dass die

β-cis Form von 2-Amino-5-formylamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat das

primäre Produkt des Enzyms ist, aus dem durch spontane Isomerisierungen die β-trans und

deutlich langsamer die α-cis und α-trans Formen entstehen. Die 13C-NMR-Daten dieser

Produktmischung sind in folgender Tabelle zusammengefasst:

14.4 (N)13.9 (N)170.5170.68 trans
13.7 (N)13.3 (N)165.7165.38 cis

m160.56
89, 76, 19 (4, 6, N)89.05
86, 14, 7 (5, N, 6)161.64

m154.52

43.0 (4’)
4.5 (P)

43.4 (4’)
4.1 (P)63.963.85’

43.1 (5’)
38.0 (3’)
8.3 (P)

m82.981.34’

41.4 (4’)
38.8 (2’)38.9 (2’,4’)70.970.33’

43.5 (1’)
38.6 (3’)

41.9 (1’)
37.9 (3’)73.671.32’

43.8 (2’)
12.6 (N)m84.981.61’

βαβαPosition
Kopplungskonstanten J [Hz]chem. Verschiebung δ [ppm]

Tabelle 3.14: 13C-NMR-Daten von 2-Amino-5-formylamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimi-
dinon-5’-phosphat. (m = komplexes Multiplett)

Die 13C-NMR-Signale der markierten Atome C-8, C-1’ und C-5’ aus den Abbildungen

3.47/48 wurden quantitativ ausgewertet und für die Berechnung von Ratenkonstanten erster

Ordnung herangezogen. Da die Anomerisierung des Ribosylrestes deutlich langsamer ist als

die cis/trans-Isomerisierung der Formylaminogruppe, wurde die Gleichgewichtseinstellung

zwischen β-trans und α-trans bei diesen Berechnungen vernachlässigt und stattdessen

angenommen, dass die α-trans Form ausschließlich aus der α-cis Form gebildet wird.
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Abb 3.49: Reaktionsschema der GTP-Cyclohydrolase III Reaktion.

Abbildung 3.50 zeigt das Ergebnis der kinetischen Analyse der GTP-Cyclohydrolase III

Reaktion während der ersten 80 Minuten (linke Seite) sowie unter Einbeziehung der zwei

späteren Messpunkte nach 8.5 h und 16.5 h (rechte Seite). Die schnelle Bildung von β-cis

und nachfolgend β-trans sowie die langsame Entstehung der α-Formen ist deutlich zu erken-

nen. Die Differenzialgleichungen und die kinetischen Parameter, mit denen die beste Über-

einstimmung zu den NMR-Daten gefunden wurde, sind in Tabelle 3.15 angegeben:

0.330k7

0.062k6 k6 ·α-cis − k7·α-transd −trans
dt =

0.351k5  k2·β-cis − (k3 + k6)·α-cis + k7 ·α-transd −cis
dt =

0.056k4 k4 ·β-cis − k5·β-transd −trans
dt =

0.002k3 k1·GTP − (k2 + k4)·β-cis + k3·α-cis + k5·β-transd −cis
dt =

0.001k2 −k1·GTPdGTP
dt =

0.028k1

Wert [min-1]ParameterDifferenzialgleichungen

Tabelle 3.15: Differentialgleichungen und Ratenkonstanten der Cyclohydrolase III Reaktion.
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Abb. 3.50: Konzentrationsverläufe von GTP (schwarz) sowie verschiedenen Produkt-
isomeren der GTP-Cyclohydrolase III in den ersten 80 Minuten (linke Seite) und über 16.5 h
(rechte Seite): β-cis (blau), β-trans (hellblau), α-cis (rot), α-trans (orange). 

3.5.4 Studien zur pflanzlichen Riboflavinbiosynthese an der Pyrimidin-

Desaminase aus A. thaliana

Das Produkt des vorhergesagten offenen Leserahmens At4g20960 von A. thaliana weist eine

deutliche Sequenzhomologie zu der Desaminasedomäne der  bifunktionalen Desaminase/

Reduktase (RibG) von B. subtilis auf. Da die Expression des aus cDNA von A. thaliana

klonierten und um eine "Plastidtargeting-Sequenz" verkürzten Gens nur sehr schwach war,

wurde für die effektive Überexpression des Proteins in E. coli ein codonoptimiertes

synthetisches Gen entworfen und in den Vektor pNCO113 kloniert. Um der Aggregations-

neigung des Proteins in inclusion bodies entgegenzuwirken und eine schnelle affinitäts-

chromatographische Reinigung zu ermöglichen, wurde ein Fusionsprotein mit dem

Maltosebindeprotein von E. coli am N-Terminus der Pflanzen-Desaminase konstruiert. Auf

diese Weise konnten ausreichende Mengen an löslichem Protein mit einem, anhand

SDS-Polyacrylamid Gelelektrophorese abgeschätzten Molekulargewicht von 83 kDa,

gewonnen werden. Bei atomabsorptionsspektroskopischen Messungen wurde ein Zn2+-Ion

pro Untereinheit gefunden (Fischer et al., 2004a). 
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Aus früheren NMR-Untersuchungen mit [1’,2’,3’,4’,5’-13C5]GTP (Ritz et al., 2001) sowie

[U-13C10,U-15N4]- und [1’-13C1]GTP (Kapitel 3.5.2) war bekannt, dass das primäre Produkt der

GTP-Cyclohydrolase II durch spontane Anomerisierung von der β-Form zu einer Mischung

aus α und β Anomeren übergeht. Durch Verwendung von [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]GTP als

Substrat für die GTP-Cyclohydrolase II erhielt man [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]2,5-Diamino-

6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat. In diesem Isotopolog trägt das Kohlenstoff-

atom C-2 im Pyrimidinring, welches den Angriffspunkt der Desaminasereaktion darstellt,

eine 13C-Markierung. Entsprechend den beiden Anomeren des GTP-Cyclohydrolase II

Produkts wurden für das C-2 Atom auch zwei 13C-Signale nahezu gleicher Intensität bei

151.2 und bei 151.6 ppm beobachtet. Aus zeitaufgelösten NMR-Messungen der GTP-Cyclo-

hydrolase II Reaktion war zu erkennen, dass das Signal bei 151.2 ppm schneller entsteht, als

das Signal bei 151.6 ppm, woraus abgeleitet werden konnte, dass das Signal bei 151.2 ppm

die β-Form und das Signal bei 151.6 ppm die α-Form repräsentiert. 

Bei Zugabe der A. thaliana Pyrimidin-Desaminase zu dem Produkt der GTP-Cyclohydrolase

II Reaktion verschwindet zuerst das Signal bei 151.2 ppm und später auch das bei 151.6 ppm

und es entstehen nacheinander zwei neue Signale bei 156.1 ppm und 155.7 ppm, die etwas

breiter erscheinen als die ursprünglichen Signale (Abb. 3.55). Daraus läßt sich schließen, dass

wiederum zunächst die β-Form des Glykosids reagiert und das primäre Produkt anschließend

spontan anomerisiert. Die übrigen Signale des Ribosylrestes ändern sich während der

Reaktion nur geringfügig und erscheinen aufgrund von 13C13C-Kopplungen als komplexe

Multipletts. Die 13C-NMR-Spektren, welche man bei der Umsetzung von [2,1’,2’,3’,4’,5’-
13C6]2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat mit der Pyrimidin-Desami-

nase von A. thaliana bzw. mit der bifunktionellen Desaminase/Reduktase von E. coli erhält,

sind augenscheinlich identisch (Abb 3.51). 
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Abb. 3.51: [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]-markierte Enzymprodukte der Desaminase aus A. thaliana
(A) und der Desaminase/Reduktase aus E. coli (B) in einem Reaktionsansatz ohne NAD(P)H.

Der Schluß, dass demnach beide Enzyme die Bildung des gleichen Produkts (5-Amino-6-

ribosylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion-5’-phosphat) katalysieren, konnte durch weitere

umfangreiche NMR-Analysen bestätigt werden. Im zweidimensinalen INADEQUATE

Experiment konnte die Konnetktivität der C-Atome 1’ und 2’ sowie 4’ und 5’ beider

Anomere nachgewiesen werden. Das zweidimensionale 13C-TOCSY-Spektrum lieferte

darüber hinaus weitere 13C-Korrelationen und ermöglichte somit die komplette Zuordnung

beider Spinsysteme (Abb. 3.52).
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Abb 3.52: 13C13C-Korrelationsspektren: INADEQUATE (links) und TOCSY (rechts). Die
Signale des primären Desaminaseproduktes (β-Anomer) sind mit durchgezogenen Linien, die
des α-Anomers mit gestrichelten Linien verbunden.

Die 1H13C-Konnektivitäten im Zuckerbereich der beiden anomeren Produkte konnten mittels
1H13C-Korrelationsspektroskopie zugeordnet werden. Das HMQC Spektrum (Abb. 3.53)

lieferte Kreuzsignale für direkt benachbarte 1H- und 13C-Atome, während mit dem hier nicht

gezeigten HMQC-TOCSY Spektrum auch weiter entferntere 1H13C-Korrelationen innerhalb

eines Spinsystems zugeordnet werden konnten. 

Abb. 3.53: 1H13C-Korrelationsspektrum (HMQC) der Desaminaseprodukte
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Folgende Tabelle fasst die NMR-Daten beider anomeren Desaminaseprodukte zusammen:

4’1’,2’,3’,4’4’3.943.2 (4’)64.23.635’

3’,5’1’,2’,3’,5’5’8.544.6 (5’)
37.0 (3’)83.03.914’

1’,4’1’.2’,4’,5’
38.2 (2’,4’)
2.2 (1’)71.14..083’

1’1’,3’,4’,5’1’43.9 (1’)
38.4 (3’)74.24.082’

2’,3’2’,3’,4’,5’2’44.7 (2’)85.35.411’

156.12
β-Anomer

2’,3’,4’1’,2’,3’,4’4’3.043.7 (4’)63.83.685’

2’,3’,5’1’,2’,3’,5’5’8.244.1 (5’)
35.9 (3’)81.23.924’

1’,4’1’.2’,4’,5’
38.3 (2’)
37.4 (4’)
4.9 (1’)

71.34.143’

1’,4’1’,3’,4’,5’1’37.3 (1’,3’)70.54.142’

2’,3’2’,3’,4’,5’2’38.5 (2’)
4.9 (3’)81.85.631’

155.72

Hzppmα-Anomer

HMQC-TOCSY13C TOCSYINADEQUATEJCPJCC
13C1H

Signal-KorrelationenKopplungs-
konstanten

chemische
VerschiebungPosition

Tabelle 3.16: NMR-Daten der anomeren Formen des Desaminaseproduktes 5-Amino-
6-ribosylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion-5’-phosphat.

Die Reaktionsfolge von den Produkt-Anomeren der Cyclohydrolase II Reaktion (1α/β) zur

Gleichgewichtsmischung der anomeren Desaminaseprodukte (2α/β) wird durch folgendes

Reaktionsschema wiedergegeben:
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Abb. 3.54: Reaktionsschema der Desaminasereaktion
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Dazu lassen sich wiederum Ratengleichungen erster Ordnung formulieren:

 −k1·1α + k2·1βd1
dt =

 k1·1α − k2·1β − k3·1βd1
dt =

 k3·1β − k4·2β + k5·2α d2
dt =

 k4·2β − k5·2α d2
dt =

Die Integrale der vier C-2 NMR-Signale wurden zeitabhängig quantitativ ausgewertet und

daraus die jeweiligen Konzentrationen der Reaktionsteilnehmer berechnet. Durch

Minimierung der Fehlerquadrate konnte ein Satz an Ratenkonstanten ermittelt werden, der

den experimentellen Reaktionsverlauf gut wiedergibt (Abb. 3.55):

0.9 µmol min-1 mg-1vmax1(α/β) → 2(α/β)
0.18 min-1k52α → 2β
0.20 min-1k42β → 2α

1.34 min-1 mg-1k31β → 2β
0.11 min-1k21β → 1α
0.11 min-1k11α → 1β

Wertkinetischer ParameterReaktion

Tabelle 3.17: Kinetische Daten Desaminasereaktion.

Die Ratenkonstanten k1 und k2 bzw. k4 und k5 sind jeweils sehr ähnlich, was dem nahezu

äquimolaren Verhältnis der beiden Anomere im Gleichgewicht entspricht. Die maximale

Aktivität des Fusionsproteins aus Maltosebindeprotein und Pflanzendesaminase wurde aus

den NMR-Daten zu 0.9 µmol min-1 mg-1 bestimmt und liegt damit etwas höher als bei den

bifunktionellen Enzymen aus E. coli und B. subtilis mit 0.4 bzw. 0.2 µmol min-1 mg-1 (Bacher

et al., 1997a).
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Abb. 3.55: Links: zeitaufgelöste 13C-NMR-Signale der C-2 Position im Verlauf der
Desaminasereaktion (*: Verunreinigung). Rechts: kinetische Analyse der NMR-Daten. Der
Konzentrationsverlauf der Reaktionsteilnehmer (1α: , 1β: , 2α: , 2β: ) wurde mit den
im Text angegebenen Ratenkonstanten und Ratengleichungen erster Ordnung gefittet.

Eine Reduktaseaktivität des A. thaliana Proteins konnte dagegen im NMR-Versuch weder

mit NADH noch mit NADPH als Cofaktor nachgewiesen werden. Ebenso wurde aus der

Reaktion des Cyclohydrolase II Produkts mit der Reduktase aus M. jannaschii erhaltenes

2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat nicht desaminiert. Diese Ergeb-

nisse stehen im Einklang mit Komplementierungsversuchen, die Dr. Boris Illarionov an ribD−

Mutanten durchführte. Diese Mutanten konnten nicht durch die Expression des A. thaliana

Proteins komplementiert werden, während die Transformation mit einem Plasmid, auf dem

die pflanzliche Desaminase mit einer eubakteriellen Reduktase koexpremiert wird, zu Zellen

mit dem ursprünglichen Phenotyp führte. Koexpression der Pflanzendesaminase mit einer

Reduktase oder Desaminase des Hefe-Typs führten dagegen nicht zur Komplementierung

(Fischer et al., 2004a). Daraus sowie aus den oben beschriebenen NMR-Daten kann eindeutig

geschlossen werden, dass die Schritte der Desaminierung und Reduktion des Cyclohodrolase

II Produkts in A. thaliana in der selben Reihenfolge ablaufen wie in Eubakterien, während

bei Pilzen die umgekehrte Reihenfolge auftritt.

Der N-terminale Teil der bifunktionellen RibD Proteine von Eukaryonten enthält die

Desaminase Domäne, während der C-terminale die Reduktase Domäne bildet. Aufgrund von

Sequenzvergleichen mit funktionalen Desaminasedomänen von  B. subtilis wurden C-
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terminal verkürzte Konstrukte des A. thaliana Desaminase Gens kloniert. Ein um 177

Aminosäuren verkürztes Proteinfragment zeigte eine Aktivität von etwa 5% der vollständigen

Aminosäuresequenz, während sich für eine um 243 Einheiten verkürzte Aminosäuresequenz

keine signifikante Restaktivität nachweisen ließ. 

3.5.5 Mechanistische Untersuchungen an den Reduktasen aus

M.-jannaschii, C. glabrata und Aquifex aeolicus

Während in der Riboflavinbiosynthese von Eubakterien und Pflanzen die Desaminierung am

Pyrimidinatom C-2 vor der Reduktion des Zuckerrestes stattfindet, folgt dieser Schritt in

Pilzen direkt auf die GTP-Cyclohydrolase II Reaktion (siehe Abb. 1.2). Die Reihenfolge in

Archaea war allerdings zu Beginn dieser Arbeit noch unbekannt. Vor kurzem wurde

berichtet, dass der offene Leserahmen MJ0671 des thermophilen Archaebakteriums M.

jannaschii ein Enzym codiert, welches die Reduktion von 2,5-Diamino-6-ribosyl-

amino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat zu 2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidinon-

5’-phosphat katalysiert und somit eine Reduktase vom Hefetyp wäre (Graupner et al., 2002).

Für die effektive Expression in E. coli wurde ein codonoptimiertes Gen für das 25 kDa große,

als MJ-Rib7 bezeichnete Protein synthetisiert und in einen E.coli Expressionsstamm kloniert.

Daneben wurden noch zwei weitere Reduktasen des Hefetyps, Rib7 aus dem human-

pathogenen Pilz C. glabrata und RibD2 aus dem thermophilen Eubakterium A. aeolicus

kloniert. 

Für NMR-Untersuchungen mit diesem Protein wurde [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]2,5-Diamino-

6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon als 13C-markiertes Substrat synthetisiert. Dies geschah,

wie bereits früher beschrieben, durch enzymatische Umsetzung von [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]-

GTP mit der Cyclohydrolase II von E. coli. 

Abbildung 3.56 zeigt die 13C-NMR-Signale des Produkts der M. jannaschii Reduktase. Das

kaum verschobene Signal des C-2 Atoms bei 151.6 ppm zeigt, dass es sich um ein

2-Amino-Pyrimidin handelt. Das Dublett des, vom Halbaminal zum Alkylamino-Rest

reduzierten, C-1’ Atoms erscheint hochfeldverschoben bei 43 ppm. Da die Ribitylkette nicht

in zwei anomeren Formen vorkommen kann, ist für jedes Kohlenstoffatom nur ein, durch
13C13C-Kopplung aufgespaltenes, charakteristisches Multiplett zu erkennen. Im 13C-TOCSY

tritt der Ribitylrest demnach als ein zusammenhängendes Spinsystem auf. Die aus
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verschiedenen 1D und 2D NMR-Experimenten gewonnenen Daten von 2,5-Diamino-

6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat sind in Tabelle 3.18 zusammengefasst.

Abb. 3.56: 13C-NMR-Spektrum von [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-
pyrimidinon-5’-phosphat.

1´,2´,3´,4´4´4.540.6 (4´)65.03.745’

1´,2´,3´,5´5´5.141.6 (3´)
40.2 (5´)71.73.704’

1´,2´,4´,5´41.6
(2´,4´)72.73.553’

1´,3´,4´,5´1´40.5
(1´,3´)71.23.772’

2´,3´,4´,5´2´39.1 (2´)43.03.30
3.46

1’-proS
1’-proR

151.60
JCP [Hz]JCC [Hz]13C [ppm]1H [ppm]

13C-TOCSYINADEQUATEKopplungskonstantenchem. VerschiebungPosition

Tabelle 3.18: NMR-Daten von 2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)- pyrimidinon-5’-phosphat.

Die bei 30°C in kurzen Intervallen gemessene Serie von 1D 13C-NMR-Spektren (Abb. 3.57)

zeigt deutlich, dass zunächst nur das  β-Anomer des Cyclohydrolase II Produkts reagiert und

das α-Anomer erst allmählich nach spontaner Isomerisierung aus dem vorgelagerten

Gleichgewicht heraus verbraucht wird (Abb. 3.58). Dass sich die chemische Verschiebung

der C-2 Position während der Reaktion kaum ändert ist ein klarer Beleg dafür, dass keine

Desaminierung stattfindet und es sich bei MJ-Rib7 somit tatsächlich um eine Reduktase vom
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Hefetyp handelt. Durch Integration der NMR-Signale und Anpassung der Daten an

Differenzialgleichungen erster Ordnung (Tabelle 3.19) konnte der zeitliche Konzentrations-

verlauf der Reaktionsteilnehmer graphisch dargestellt werden (Abb. 3.59 A) .

Ähnliche NMR-Serien wurden mit den Proteinen Rib7 aus C. glabrata und  RibD2 aus A.

aeolicus bei verschiedenen Temperaturen und unterschiedlichen Mengen eingesetzten

Enzyms gemessen. Da für diese Versuche [1’-13C1]GTP als Ausgangsstoff verwendet wurde,

erhielt man in den hier nicht gezeigten Spektren für jede Spezies nur ein scharfes Singulett,

wodurch die Auswertung deutlich vereinfacht wurde. Der Vergleich der Diagramme in Abb.

3.59 und der Daten in Tabelle 3.19 zeigt, dass das Enzym aus M. jannaschii mit Abstand die

höchste Aktivität besitzt, da hier bei der niedrigsten Temperatur, mit der geringsten Menge

Protein die höchste Reaktionsgeschwindigkeit (0.6 µmol min-1 mg-1) erreicht wurde. Für die

C. glabrata Reduktase wurde eine Reaktionsgeschwindigkeit von 0.2 µmol min-1 mg-1

bestimmt, während für RibD2 aus A. aeolicus erst bei  57 °C mit einer deutlich größeren

Menge an Protein eine nennenswerte Aktivität festgestellt werden konnte (35 nmol min-1

mg-1).

Außerdem wird deutlich, dass sich das vorgelagerte Gleichgewicht der α/β-Anomere mit

höherer Temperatur (von links nach rechts in Abb. 3.59) deutlich schneller einstellt. Daher ist

die Abnahme des α-Anomers in dem Experiment bei 330K kaum mehr langsamer als die des

β-Anomers (Abb 3.59 C).
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Abb 3.57: 13C-NMR-Spektrenserie nach Zugabe der Reduktase von M. jannaschii zu einer
Gleichgewichtsmischung der anomeren Formen von [2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]2,5-Diamino-
6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat als Substrat.
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Abb. 3.58: Reaktionsschema der Reduktasereaktion

0.0420.0430.094k3 [min-1]

11.570.1460.050k2 [min-1]  k3·1βd2
dt =

8.410.1150.041k1 [min-1] k1·1α − (k2 + k3)·1β d1
dt =

1.20.2600.140E [mg] −k1·1αd1
dt =

330310303T [K]

A. aeolicusC. glabrataM. jannaschiiParameterDifferenzialgleichungen

Tabelle 3.19: Differentialgleichungen und kinetische Parameter der Reduktasereaktion mit
den Enzymen aus M. jannaschii, C. glabrata und A. aeolicus.
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Abb. 3.59: Reaktionskinetik von drei Reduktasen des Hefe-Typs: A, M. jannaschii, B, C.
glabrata, C, A. aeolicus. ( , β-Anomer, , α-Anomer, , Reduktaseprodukt)
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Mechanistisch beinhaltet die Reduktion des Ribosylrestes die Ringöffnung der Furanose

durch Abstraktion eines Protons am Stickstoffatom, gefolgt von der Reduktion der resultier-

enden Schiffschen Base (Abb 3.60). Dabei wird formal ein Hydridion von NADPH auf die

1’-Position des Produkts übertragen.

Abb. 3.60: Vorgeschlagener Reaktionsmechanismus für Reduktasen vom Hefetyp (Keller et
al., 1988)

Wie das HMQC zeigt sind die beiden 1’-H Atome im Produkt spektroskopisch

unterscheidbar (Abb. 3.61). Für die Reduktase aus dem Hefepilz Ashbya gossypii wurde

gezeigt, dass das Proton in 1’-proR Position aus dem Riboserest und das Proton in 1’-proS

Position demnach aus NADPH stammt (Keller et al., 1988).

Abb. 3.61: HMQC Spektrum des 13C-markierten M. jannaschii Reduktaseprodukts,
[2,1’,2’,3’,4’,5’-13C6]2,5-Diamino-6-ribitylamino- 4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat
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Am Nicotinamidcofaktor NADPH gibt es ebenfalls zwei unterschiedliche Positionen am C-4

Atom. Man unterscheidet allgemein zwischen A-Typ Reduktasen, die ein Hydridion von der

proR Position an C-4 übertragen und B-Typ Reduktasen, die proS spezifisch sind. Mit Hilfe

der Glukose-Dehydrogenase Reaktion konnte spezifisch in proS oder proR deuteriertes

NADPH hergestellt werden.

Abb. 3.62: Linke Seite: Experiment zur Bestimmung der Stereospezifität der Reduktase von
M. jannaschii mit spezifisch deuteriertem NADPH und [1’-13C1]-markiertem Substrat. Rechte
Seite: 13C-NMR-Signale von [1’(S)-2H1,1’-13C1]2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidi-
non-5’-phosphat (A) und [1’-13C1]2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phos-
phat (B).
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Mit den Glukose-Dehydrogenasen aus Thermoplasma acidophilum und Pseudomonas sp.

stand sowohl ein Enzym vom A-Typ als auch vom B-Typ zur Verfügung. Aus [1’-13C1]GTP

wurde mit der GTP-Cyclohydrolase II aus E. coli Substrat für die Reduktasen aus M.

jannaschii und C. glabrata hergestellt. Als Cofaktor wurde jeweils in situ enzymatisch

generiertes [4(R)-2H1] und [4(S)-2H1]NADPH verwendet. In beiden Fällen konnte im Produkt

nur dann Deuterium nachgewiesen werden, wenn NADPH verwendet wurde, welches in der

4(R) Position deuteriert war. Auf der linken Seite von Abbildung 3.62 sind die Versuche zur

Bestimmung der Stereospezifität von Reduktasen bezüglich des Hydridions am Cofaktor in

einem Reaktionsschema anschaulich dargestellt. Rechts sind die 13C-NMR-Signale des C-1’

Atoms gezeigt. Während in dem unteren Spektrenausschnitt ([4(S)-2H1]NADPH als Cofaktor)

lediglich ein Singulett zu beobachten ist, erkennt man im oberen Spektrum ([4(R)-2H1]

NADPH als Cofaktor) auch ein gekoppeltes Signal, welches durch Kopplung zu einem

Deuterium-Kern (Spinquantenzahl 1) in drei Linien aufgespalten ist. Damit konnten die

Reduktasen aus M. jannaschii und C. glabrata eindeutig als A-Typ Reduktasen identifiziert

werden.

Abb. 3.63: HMQC Spektren von [1’(S)-2H1,1’,2’,3’,4’,5’-13C5]2,5-Diamino-6-ribitylamino-
4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat aus den Reaktionen der Reduktasen von M. jannaschii (linke
Seite) und C. glabrata (rechte Seite) mit [4(R)-2H1]NADPH als Cofaktor. 
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Aus früheren Untersuchungen war bekannt, dass Hefereduktasen das Hydrid aus NADPH in

die proS-Position des Produkts einbauen (Keller et al., 1988). Abbildung 3.63 zeigt die

beiden HMQC Spektren der Reduktaseprodukte von M. jannaschii und C. glabrata, welche

durch Reaktion von  [1’,2’,3’,4’,5’-13C5]-markiertem Substrat mit [4(R)-2H1]NADPH erzeugt

wurden. Beim Vergleich mit Abbildung 3.61 erkennt man, dass in beiden Fällen das Signal

des 1’-proS Protons fehlt. Daraus kann geschlossen werden, dass auch die archaealen

Reduktasen das 4-proR H-Atom von NADPH in die 1’-proS Stellung von 2,5-Diamino-

6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat einbauen.

3.5.6 Nachweis der Regiospezifität einer pentameren, archaealen

Riboflavin-Synthase

Der letzte Schritt der Riboflavinbiosynthese ist die Reaktion von zwei Molekülen

6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin zu je einem Molekül Riboflavin und 5-Amino-6-ribityl-

amino-(1H,3H)2,4-pyrimidindion. Die Riboflavin-Synthasen von Eubakterien, Pilzen und

Pflanzen sind trimere Proteine, deren Monomere aus mehr als 200 Aminosäuren bestehen

und aus zwei Domänen mit hoher Sequenzhomologie und ähnlichen Faltungsmustern

aufgebaut sind (Gerhardt et al., 2002; Liao et al., 2001b; Schott et al., 1990a). Sie binden die

beiden Substratmoleküle in einer antiparallelen Anordnung und benötigen keine Metallionen

als Cofaktoren.

Die bisher einzige bekannte archaeale Riboflavin-Synthase aus Methanothermobacter

thermoautotrophicus besteht aus 156 Aminosäuren und weist keinerlei Sequenzhomologien

zu den Riboflavin-Synthasen der Eubakterien und Eukaryonten auf (Eberhardt et al., 1997).

Der offene Leserahmen MJ1184 von M. jannaschii besitzt Sequenzhomologien sowohl zu

dieser archealen Riboflavin-Synthase, als auch zu den pentameren Lumazin-Synthasen von

Eubakterien, Eukaryonten und Archaea. Durch Klonierung eines codon-optimierten

synthetischen Gens in das Plasmid pNCO113 gelang die Überexpression des zugehörigen

Proteins. Aus einem rekombinanten E. coli Stamm, der dieses Gen unter der Kontrolle eines

T5-Phagen Promotors und eines lac Operators exprimierte, wurde nach Hitzebehandlung des

Rohextraktes und anschließender Gelfiltrationschromatographie homogenes Protein erhalten,

dessen Molekulargewicht zu 17.364 Da je Untereinheit bestimmt wurde. Hydrodynamische

Untersuchungen deuteten auf eine Molekulargewicht von 88.3 kDa und somit eine pentamere

Struktur hin. Das rekombinante Protein katalysierte die Umsetzung von 6,7-Dimethyl-
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8-ribityllumazin zu Riboflavin bei pH 7.0 und 40 °C mit einer spezifischen Aktivität von 24

nmol min-1 mg-1. Für die maximale katalytische Aktivität war die Anwesenheit zweiwertiger

Metallkationen, vorzugsweise Mg2+ oder Mn2+, zwingend erforderlich (Fischer et al., 2004b).

Die von der Riboflavin-Synthase katalysierte Reaktion beinhaltet die Übertragung einer

4-Kohlenstoffeinheit zwischen zwei Molekülen 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin. Somit

stammen alle 8 Kohlenstoffatome des Xylolrings im Riboflavin von den Atomen 6, 6α, 7 und

7α des Substrats. In diesem Prozess verliert jede Methylgruppe des Akzeptor-Moleküls zwei

H-Atome und wird Teil des carbocyclischen Ringsystems. In Studien mit 2H-markierten

Lumazinmolekülen und Riboflavin-Synthase aus Bäckerhefe konnten Beach und Plaut (1970)

schon frühzeitig zeigen, dass die 6α-Methylgruppe des Donor-Moleküls als 8α-Methyl-

gruppe in das Produkt Riboflavin eingebaut wird. Daraus wurde geschlossen, dass die beiden

Substratmoleküle im aktiven Zentrum des Enzyms in antiparalleler Orientierung angeordnet

sein müssen. Dieser Befund wurde später in einer Arbeit mit der Riboflavin-Synthase von B.

subtilis und 13C-markiertem 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin als Substrat bestätigt (Sedlmaier

et al., 1987). 

Nachdem die Riboflavin-Synthasen von Archaea keinerlei Sequenzhomologien mit denen der

Eubakterien und Eukaryonten aufweisen, war es notwendig die Regiochemie des

katalytischen Prozesses in M. jannaschii zu überprüfen. Zu diesem Zweck wurden

verschiedene 13C-markierte Lumazine mit der Riboflavin-Synthase aus M. jannaschii

umgesetzt. Auf der Basis der bekannten Regiochemie in Eubakterien und Hefen konnten die

Markierungsmuster der Riboflavine (2a-c), die beim Einsatz von 6,7-Dimethyl-8-ribityl-

lumazin-Isotopologen (1a-c) entstehen, vorhergesagt werden (Abb 3.64). Zum Beispiel

würde aus [7-13C1]- (1a), [6α-13C1]- (1b) und [7α-13C1]-6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin (1c) die

Bildung der Riboflavin Isotopomere [7,9α-13C2] (2a), [6,8a-13C2] (2b) und [7a,9-13C2] (2c)

erwartet. 
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Abb. 3.64: Linke Seite: Isotopomere von 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin (1a–c) und daraus
gewonnene Riboflavin Isotopomere (2a–c). Rechte Seite: Riboflavin Isotopomere (2a, b, d, e)
aus einer äquimolaren Mischung der isotopomeren Lumazine 1a und 1b.

Abbildung 3.65 (Zeile A) zeigt die 13C-NMR-Signale des Riboflavins, welches aus der

Reaktion von [7-13C1]6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin mit der Riboflavin-Synthase aus M.

jannaschii erhalten wurde. Die Dublets bei 139.2 und 132.0 ppm konnten, mit den aus

Kapitel 3.2.2.4 bekannten NMR-Daten istopologer Riboflavine, dem C-7 bzw. dem C-9a

Atom des Xylolrings zugeordnet werden (siehe Tabelle 3.5). Die Aufspaltung der Signale

kann durch die Weitbereichskopplung zwischen den beiden markierten C-Atomen erklärt

werden. Die nicht markierten C-Atome haben in diesem Spektrum aufgrund der geringen

natürlichen Häufigkeit des 13C-Isotops Intensitäten unterhalb des Detektionslimits. Die Zeilen

B und C in Abbildung 3.65 zeigen analog die 13C-NMR-Signale der Riboflavin-Isotopomeren

aus den [6α-13C1]- und [7α-13C1]-markierten Lumazinen. Die Signale erscheinen, aufgrund

der hier nicht aufgelösten Weitbereichskopplungen im Bereich von 2-3 Hz, als verbreiterte

Singulets und konnten den Atomen C-6 und C-8α, im Experiment mit

[6α-13C1]6,7-Dimethyl- 8-ribityllumazin bzw. den Atomen C-9 und C-7α im Experiment mit

[7α-13C1]6,7-Dimethyl- 8-ribityllumazin zugeordnet werden. Diese Beobachtungen stimmen

mit den Vorhersagen überein, die auf Basis der bekannten Regiochemie bei eubakteriellen

und eukaryotischen Riboflavin-Synthasen getroffen wurden.
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Abb 3.65: 13C-NMR-Signale von Riboflavin Isotopomeren, die unter dem katalytischen
Einfluss der Riboflavin-Synthase von M. jannaschii aus folgenden Lumazin Isotopomeren
erhalten wurden: (A) [7-13C1], (B) [6α-13C1], (C) [7α-13C1]. Das Spektrum in Zeile D entstand
bei der Reaktion einer äquimolaren Mischung von [7-13C1]- und [6a-13C1]-
6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin. 

Eine Mischung aus den zwei isotopomeren Substrat-Proben, [7-13C1]- (1a) und [6α-13C1]-

6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin (1b), sollte insgesamt vier Riboflavin-Isotopomere (2a, 2b, 2d

und 2e) ergeben, da jedes Lumazinmolekül in jeder möglichen Kombination sowohl als

Donor, als auch als Akzeptor der 4-Kohlenstoffeinheit fungieren kann. Im Einklang mit

dieser Erwartung erscheint das Signal des C-7 Atoms bei 139.2 ppm als Überlagerung zweier
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Dublets (Abb. 3.65, Zeile D). Die äußeren Linien stammen von einer 13C13C-Kopplung über

eine Bindung zwischen C-6 und C-7 im Produkt-Isotopomer 2d. Das Dublett im Zentrum

dieser Signalgruppe repräsentiert das C-7 Atom mit einer Kopplung zu C-9a über drei

Bindungen im Isotopomer 2a. Die Isotopomere 2b und 2e haben keine 13C-Markierung in

Position 7 und tragen daher nichts zu dem Signal bei 139.2 ppm bei. In ähnlicher Weise

besteht das C-6 Signal bei 130.5 ppm aus einem Dublet, aufgrund der Kopplung zwischen

C-6 und C-7 in Isotopomer 2d und einem zentralen Singulet von Isotopomer 2b.

Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass die Regiochemie der Riboflavin-Synthase

von M. jannaschii trotz eines völlig unterschiedlichen Enzymaufbaus identisch zu den

korrespondierenden Reaktionen in Eubakterien und Hefen ist.
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4 Diskussion

4.1 Synthese isotopologer Verbindungen

Im Rahmen dieser Arbeit wurden verschiedene zum Teil neu entwickelte Verfahren zur

Synthese isotopologer Flavine verwendet. Abbildung 4.1 stellt diese in einer zusammen-

fassenden Übersicht dar. Die bekannten organisch synthetischen (grüner/blauer Block) und

fermentativen (grauer Block) Verfahren, die beide auch für die großtechnische Produktion

von Riboflavin eingesetzt wurden, weisen bei der Synthese isotopologer Flavine einige

Schwächen auf. Dennoch wurde für Markierungen im Pyrimidinring und der

Ribitylseitenkette des Riboflavinmoleküls zunächst auf relativ aufwendige chemische

Synthesen zurückgegriffen. Biotechnologische (fermentative) Ansätze ermöglichen einerseits

die Komplettmarkierung des Riboflavinmoleküls mit 13C und/oder 15N, andererseits erhält

man bei Verwendung einfach markierter Glukose Isotopomere als Kohlenstoffquelle

komplexe Mischungen verschiedener Flavin-Isotopologe. Diese stochastischen Bibliotheken

stellten sich als wertvolle Hilfsmittel für die amplitudengestützte Zuordnung von NMR-

Signalen in proteingebunden Liganden heraus.

Daneben wurden flexible biomimetische Ansätze für die enzymatische Synthese selektiv

isotopmarkierter Flavine und deren Vorstufen entwickelt. Durch Verwendung sechs

rekombinanter und kommerziell erhältlicher Enzyme gelang die Transformation variabel

markierter Glukose-Isotopologe in die jeweils entsprechend markierte Riboflavin-Vorstufe

3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat (roter Block). Die zweite Riboflavin-Vorstufe

5-Amino-6-ribosylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion konnte auf bekanntem Wege synthetisch

aus Ribose und 2,4,6-Trichlorpyrimidin hergestellt werden (gelber Block) oder über die

Zwischenstufe Guanosin-5’-triphosphat ebenfalls durch enzymatische Synthese aus Glukose

und Xanthin. Für die Markierung von Xanthin in variablen Positionen standen organisch

synthetische Methoden zur Verfügung. Mit Hilfe von Flavokinase und FAD-Synthase

konnten die Riboflavin-Isotopologe in die Coenzymformen FMN bzw. FAD umgewandelt

werden. 
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Abb. 4.1: Verschiedene Methoden der Riboflavinsynthese.

An der vollenzymatischen Synthese von FMN sind insgesamt 19 Enzyme beteiligt. Außer

Glukose und Xanthin müssen lediglich PEP und 2-Ketoglutarat in äquivalenten Mengen

eingesetzt werden, die Cofaktoren ATP und NAD(P)+ werden nur in katalytischer Menge

benötigt. Eine Isolierung von Zwischenprodukten, deren Isotopologe oft für sich genommen

wertvoll sind, ist auf den Stufen von Ribulose-5-phosphat, 3,4-Dihydroxy-2-butanon-
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4-phosphat, Guanosin-5’-triphosphat, 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin und Riboflavin leicht

möglich, aber prinzipiell nicht notwendig.

Demgegenüber bedarf die chemische Synthese komplexer Naturstoffe normalerweise der

Isolierung und Reinigung von Intermediaten nach jedem Reaktionsschritt. Dieser Prozess ist

oft mühsam und die Gesamtausbeute hängt neben den unvermeidlichen Reinigungsverlusten

vom Umsatz jedes einzelnen Reaktionsschrittes ab. Die Entsorgung unerwünschter Neben-

produkte kann einen erheblichen zusätzlichen Kostenfaktor darstellen.

Die Biosynthese von Naturstoffen in den Zellen von Organismen funktioniert dagegen ohne

Bildung unerwünschter Nebenprodukte und eine große Zahl von Reaktionen, je nach

genetischer Komplexität des Organismus einige hunderte bis tausende, laufen parallel und

ohne gegenseitige Störungen ab. Diese Simultanprozesse werden in Reaktoren (Zellen,

Organellen) durchgeführt, deren Volumen im Bereich von einigen Femto- bis Pico-Liter

liegen. In diesem Zusammenhang können Zellen letzlich als biochemische "Nanoreaktoren"

angesehen werden. 

Zu den herausragenden Eigenschaften zellulärer Biosynthese gehören die Verwendung von in

Bezug auf Substrat- Regio- und Stereoselektivität hochspezifischen, jedoch nicht zwingend

absolut spezifischen Katalysatoren sowie die Kontrolle der Gibbschen freien Enthalpie

Gradienten. Bemerkenswerterweise ist die Rate enzymkatalysierter Reaktionen nicht immer

hoch. So liegen typische Umsatzraten im Bereich von Millisekunden bis Minuten. Daneben

gibt es allerdings auch einige schnelle enzymatische Reaktionen, deren Rate diffusions-

kontrolliert ist. Einige an der Biokatalyse von Riboflavin beteiligte Enzyme haben als

Beispiele für langsame Reaktionen Umsatzzahlen im Bereich von 2 Molekülen pro Minute

und Untereinheit (Richter et al., 1992; Bacher et al., 1997a; 1997b; Illarionov et al., 2001).

Einige Charakteristika des zellulären Metabolismus können auch auf enzymatische in vitro

Naturstoffsynthesen übertragen werden. Die Verfügbarkeit von Enzymen, die eine Vielfalt

chemischer Reaktionen katalysieren, nimmt ständig zu. Dies ist unter anderem auf die

wachsende Zahl komplett sequenzierter Genome aus unterschiedlichen Organismen

zurückzuführen. Durch Verwendung rekombinanter Gentechnologie, in Verbindung mit

affinitätschromatographischer Reinigung, beispielsweise von rekombinanten His-tag

Fusionsproteinen an Metallchelat-Säulen, können gewünschte Enzyme mit begrenztem und

gut kalkulierbaren Aufwand gewonnen werden. Ein hinreichend großer Gradient an freier

Gibbs Enthalpie als Triebkraft für den kompletten Umsatz einer Reaktion wird auf einfache
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Weise erreicht, wenn spezifische enzymatische Schritte des jeweiligen Biosyntheseweges

von sich aus thermodynamisch irreversibel sind. Stark negative ∆G Werte treten vor allem

bei Reaktionen auf, die durch  den Entropiegewinn bei der Abspaltung kleiner Moleküle, wie

Phosphat, Wasser oder Formiat, die Hydrolyse energiereicher Verbindungen wie

Phosphorsäureester, oder die Bildung stabiler aromatischer Systeme gekennzeichnet sind.

Dies ist im Bereich der Riboflavinbiosynthese z.B. für die Schritte der 3,4-Dihydroxy-

2-butanon-4-phosphat-Synthase, der 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Synthase und der

Riboflavin-Synthase der Fall. Darüber hinaus können negative ∆G Werte erzwungen werden,

indem man energetisch ungünstige Reaktionen an stark exergonische Hilfsreaktionen

koppelt. Bei der enzymatischen Riboflavinsynthese geschieht dies durch die Verwendung der

Hilfsenzyme Pyruvatkinase und Glutamat-Dehydrogenase für das Cofaktorrecycling mit den

Hilfssubstraten PEP und 2-Ketoglutarat.

Eine wichtige Methode des zellulären Stoffwechsels die freie Enthalpie zu regulieren besteht

darin Metabolite über Zellkompartimente hinweg zu transportieren. So können Metabolite

z.B. in Pflanzenvakuolen gespeichert oder an das umgebende Medium (Fermentations-

medium bzw. interzelluläre Flüssigkeit) abgegeben werden. In biomimetischen in vitro

Synthesen ist die Kontrolle von ∆G durch die Entfernung des Produkts aus dem

Reaktionsvolumen jedoch meist schwierig zu realisieren. Im Fall der Riboflavinsynthese ist

die Lage besonders günstig, da Riboflavin aufgrund seiner geringen Löslichkeit in Wasser

aus dem Reaktionsgemisch auskristallisiert. Allerdings wäre hier die

Gesamtreaktionsenthalpie auch ohne dieser zusätzlichen Senke negativ genug um die

Reaktion vollständig ablaufen zu lassen. 

Dass die Ausbeuten der in dieser Arbeit beschriebenen enzymatischen Synthesen dennoch

meist nicht über 50 % hinauskamen, mag neben Verlusten bei der Aufarbeitung daran liegen,

dass während den teilweise sehr langen Inkubationszeiten die nach der GTP-Cyclohydrolase

II Reaktion auftretenden bzw. synthetisch hergestellten sauerstoffempfindlichen Pyrimidin

Intermediate oxidiert wurden, da nicht streng anaerob (z.B. in einer Glovebox) gearbeitet

wurde. Zum Anderen können Spuren von Phosphataseaktivität in den komerziellen und/oder

rekombinanten Enzymen zu einer Dephosphorylierung von Intermediaten und so zu

nachfolgenden Ausbeuteverlusten führen. 

Die Reinheit der verwendeten Enzyme stellt generell einen wichtigen Faktor in Multienzym

Eintopf Reaktionen dar. Ein Enzym, das eine unerwünschte Nebenreaktion katalysiert, kann
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dabei prinzipiell durch jedes andere Enzym in die Reaktionsmischung mit eingeschleppt

werden. Rekombinante Enzyme können oft als Fusionsproteine mit Metall chelatisierenden,

Kohlenhydrat oder Protein bindenen Domänen konstruiert werden um eine einfache und

effiziente Reinigung via Affinitätschromatographie zu ermöglichen. Die Reinheit der kom-

merziell erhältlichen Enzyme bleibt jedoch ein allgemeiner Unsicherheitsfaktor.

Enzymatische Verfahren sind besonders nützlich für die Herstellung isotopmarkierter

Moleküle. Im Fall der Flavocoenzyme werden vielfältige Einzel- und Mehrfachmarkierungen

für biophysikalische Untersuchungen an Flavoproteinen mittels NMR-, EPR-, IR- und

Ramanspektroskopie benötigt. Daneben sind stabilisotopmarkierte Intermediate wertvoll für

mechanistische Untersuchungen an den beteiligten Enzymen. Da die enzymatischen

Verfahren einfach auf kleine Volumina herunter skaliert werden können, eignen sie sich

prinzipiell auch sehr gut für die Synthese radioisotopmarkierter Verbindungen mit hoher

spezifischer Aktivität aus einfach erhältlichen Edukten wie 14C-markierter Glukose. Dagegen

kann die Skalierung chemischer Synthesen zur Herstellung radioaktiver Verbindungen mit

hoher spezifischer Aktivität zu schwer lösbaren Problemen führen.

Die Anwendbarkeit enzymgestützter Langschuß-Eintopf-Synthesen mit Kaskaden rekombi-

nanter Enzyme wächst ständig mit der Verfügbarkeit einer hohen Zahl bekannter Gene aus

verschiedenen Organismen. Der Satz isotopmarkierter Edukte für enzymatische Synthesen ist

relativ begrenzt, da alle Naturstoffe letzlich aus einer kleinen Zahl intermediärer Metabolite

aufgebaut werden. Unter den genannten Aspekten sowie langfristig unter dem Aspekt der

Verknappung/Verteuerung fossiler Rohstoffe erscheint es durchaus möglich, dass zunehmend

komplexere enzymatische Synthesen auch Einzug in industrielle Prozesse zur Herstellung

unmarkierter Produkte finden werden.

4.2 Spektroskopische Untersuchungen an Flavoproteinen

Stabilisotopmarkierte Flavine sind ideale Hilfsmittel und teilweise zwingende Voraussetzung

für die Interpretation von spin- und massensensitiven biophysikalischen Messungen an

Flavoproteinen. Dazu gehört neben verschiedenen Kern- und Elektronen-Magnetischen

Resonanz Verfahren auch die Schwingungsspektroskopie. NMR-Spektren geben

Informationen über die chemische Umgebung einzelner Atome und lassen Rückschlüsse auf

die Konformation eines Moleküls im freien oder proteingebundenen Zustand zu. Mit EPR
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und ENDOR-Spektroskopie lassen sich Radikalzustände des Flavinliganden und die

Hyperfeinwechselwirkungen zwischen Kern- und Elektronenspin genauer untersuchen. Die

Infrarot und Raman Schwingungsspektroskopie liefert wichtige Erkenntnisse über die

Beweglichkeit einzelner Molekülteile und kann insbesondere bei zeitaufgelösten Verfahren

auf Konformationsänderungen während einer Reaktion oder optischen Anregung hinweisen.

Die genannten Verfahren sind prinzipiell sowohl auf den freien oder proteingebunden

Liganden als auch auf das Flavoprotein selbst anwendbar. 

An der LOV2-Domäne des Farns A. capillus veneris, deren Kristallstruktur bereits bekannt

ist, wurde erstmals die Anwendbarkeit stochastischer FMN-Bibliotheken bei der

Signalintänsitäten gestützen Zuordnung von NMR-Signalen des Flavinliganden demonstriert

und mit selektiven Einzel- und Mehrfachmarkierungen überprüft. Anhand nur 3 Protein-

proben mit markiertem FMN-Bibliotheken aus [U-13C6], [2-13C1] und [3-13C1]Glukose,

konnten sämtliche Flavinsignale sowohl im Dunkelzustand der LOV-Domäne, als auch im

C450→C-4a Photoadukt zweifelsfrei zugeordnet werden. Dies stellt einen deutlich

verringerten experimentellen Aufwand gegenüber der herkömmlichen Zuordnung über

Einzelmarkierungen dar. Zudem konnten einige fehlerhafte Zuordnungen einer älteren Studie

an der LOV2-Domäne von A. sativa korrigiert werden, die darauf beruhten, dass damals nicht

alle nötigen Einzelmarkierungen insbesondere der Ribitylseitenkette zugänglich waren.  Das

herausragende Resultat dieser Versuche war der Befund, dass die Signale der Ribityl-

seitenkette im freien und im proteingebundenen Liganden nicht die selbe Reihenfolge

bezüglich der chemischen Verschiebung aufweisen, sondern dass einige Ribityl-

Kohlenstoffatome relativ große Veränderungen bei der Bindung an das Apoprotein erfahren.

Im Einklang mit der älteren Zuordnung ergibt sich nach Blaulichtbestrahlung für das C-4a

Atom eine Hochfeldverschiebung von etwa 68 ppm, was auf die Photoadduktbildung eines

Cysteinrestes an die C-4a Position zurückzuführen ist. Die anderen Kohlenstoffatome des

Isoalloxazinsystems erfahren nach Beleuchtung Änderungen der chemische Verschiebung

von 20.1 bis 0.1 ppm, die der Ribitylseitenkette von 1.4 - 0.1 ppm. Lediglich für die

Modulation der chemischen Verschiebung am C-1’ Atom liese sich noch ein direkter

elektronischer Einfluß der Veränderungen im konjugierten heterocyklischen System des

Chromophors durch die Adduktbildung diskutieren, die übrigen abgegrenzten Kohlen-

stoffatome der Ribitylseitenkette dürften davon aber unbeeinflußt bleiben. Demnach dürften

ihre veränderten chemischen Verschiebungen eine Modulation der Umgebung der Ribityl-

seitenkette wiederspiegeln.
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Bei der C450A Mutante der LOV2-Domäne aus A. sativa ist die Bildung des kovalenten C-4a

Cystein Addukts nicht möglich. In den NMR-Spektren markierter Flavinliganden in dem

Apoprotein dieser Mutante treten daher auch keine Änderungen der chemischen Verschieb-

ungen nach Blaulichtbestrahlung auf. Dafür sind dort zum Teil stark negativ und positiv

polarisierte NMR-Linien zu beobachten. Diese polarisierten NMR-Linien sind ein Kenn-

zeichen des CIDNP-Effekts, der vor über 35 Jahren das erste mal bei photoinduzierten

Radikalreaktionen beobachtet wurde (Bargon und Fischer, 1967; Ward und Lawler, 1967).

Der Begriff CIDNP bezeichnet eine Nicht-Boltzmann Verteilung der Kernspins, welche sich

durch verstärkte absorptive oder emissive NMR-Signale bemerkbar macht. Der Ursprung des

CIDNP-Effekts beruht auf einem Radikalpaar Mechanismus für den postuliert wird, dass der

Verlauf der photochemischen Reaktion vom Ausmaß des Austauschs von Singulett und

Triplett  Zuständen in den Radikalpaar-Intermediaten abhängt und dieser Austausch

zumindest teilweise von der Hyperfeinwechselwirkung zwischen Elektronen- und Kernspin

getrieben wird (Closs, 1969; Lawler, 1967 und 1972; Kaptein, 1975). Die Anwendung von

CIDNP-Effekten wurde mit großem Erfolg auf Biopolymere ausgedehnt und wird heutzutage

verwendet um die Oberfläche von Proteinen mit exogenen photosensitiven Molekülen zu

untersuchen, die Radikalpaarreaktionen mit aromatischen Aminosäuren induzieren sollen

(Hore et al., 1997; Mok und Hore, 2004; Maeda et al., 2000). Dennoch wurde photo-CIDNP

an integralen Protein-Cofaktor Systemen bisher nur an photosynthetischen Reaktionszentren

von Bakterien und Pflanzen beobachtet (Zysmilich und McDermott, 1994; 1996a; 1996b;

Alia et al., 2004; Matysik et al., 2000). Diese Proteinkomplexe sind jedoch so groß, dass

Festkörper NMR-Techniken wie magic-angle-spinning angewandt werden müssen um

schmale NMR-Linien zu erhalten. Kernspinpolarisation in Flüssig-NMR-Experimenten

beruht auf der bemerkenswerten Tatsache, dass der Spinzustand magnetischer Kerne die

chemische Reaktivität beeinflussen könnte. Die Spin Sortierung bei einer Radikalpaar

Reaktion muss dabei gar nicht mal besonders effektiv sein um stark verstärkte

NMR-Signalintensitäten zu bewirken. 

Abbildung 4.2 zeigt einen hypothetischen Radikalpaar Reaktionsmechanismus für den

Photozyklus der C450A LOV2-Domäne, der mit den experimentellen Beobachtungen

konsistent ist. Ein ähnlicher Mechanismus wurde für die photosensitive Reaktion von

exogenem FMN mit Oberflächen-exponierten Aminosäuren in Proteinen vorgeschlagen (Mok

und Hore, 2004). FMN im volloxidierten, diamagnetischen (und somit im NMR sichtbaren)

Grundzustand wird durch Blaulichtabsorption in den angeregten Singulettzustand 1FMN
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versetzt. Mit hoher Quantenausbeute folgt durch inter system crossing (ISC) die Umwand-

lung in den Triplettzustand. Eine starke Population des 3FMN-Zustands wurde bereits durch

zeitaufgelöste optische Spektroskopie und EPR nachgewiesen (Swartz et al., 2001;

Schleicher et al., 2004). 3FMN ist ein starkes Oxidationsmittel und somit in der Lage ein

Elektron von einer benachbarten redoxaktiven Aminosäure in der LOV2-Domäne zu

abstrahieren. Das auf diese Weise gebildete spinkorrelierte geminale Triplett-Radikalpaar
3[FMN•−···A•+] wandelt sich entweder in den Singulett-Zustand 1[FMN•−···A•+] um, der

anschließend einem spinerlaubtem Elektronenrücktransfer unterliegt und so die Reaktanten

FMN und die Aminosäure A im Grundzustand zurückbildet, oder es verliert die

Spinkorrelation durch weitere Elektronentransferschritte, die unkorrelierte Radikale ergeben.

Abb. 4.2: Hypothetischer Radikalpaarmechanismus für die C450A LOV2 Mutante.

Wenn man annimmt, dass die Umwandlung von Singulett und Triplett Radikalpaar

Zuständen über die Elektron-Kern Hyperfeinwechselwirkung vom Spinzustand der 13C-Kerne

im FMN Chromophor abhängt und man weiter (willkürlich) annimmt, dass die Umwandlung

schneller ist, wenn ein oder mehrere 13C Atome im β-Spinzustand (mI = - 1/2) sind, dann

besteht für Triplett-Radikalpaare, die 13C Atome in β Konfiguration enthalten, eine höhere

Konversionswahrscheinlichkeit in den Singulettzustand und anschließende Rekombination.

Auf der anderen Seite ergeben Triplettradikalpaare mit 13C Atomen in α-Spin Konfiguration

(mI = + 1/2) dann eher nicht korrellierte Radikale. Diese könnten weiteren Reaktionen unter-

liegen und zum Beispiel ein N-5 protoniertes FMNH• Radikal und ein deprotoniertes Amino-

säureradikal A• bilden, die unter Umständen auch wieder zu den Reaktanten FMN und A im
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Grundzustand rekombinieren können. Diese Rekombination würde jedoch auf einer deutlich

längeren Zeitskala stattfinden als der Weg über das Singulett Radikalpaar, so dass die

polarisierten 13C Atome in den unkorrellierten Radikalen genug Zeit hätten vor der

Rekombination wieder zur Boltzmann Spinverteilung zurück zu relaxieren. Durch die

unterschiedlichen Geschwindigkeiten beider Wege bleiben im Grundzustand (FMN, A)

Netto-Kernspinpolarisationen der 13C Atome erhalten. In diesem Reaktionsschema stammt

das stark negativ polarisierte NMR-Signal bei 109 ppm von einem mit natürlicher Häufigkeit

vorkommenden 13C Atom der  redoxaktiven Aminosäure A, das über den Weg des
1[FMN•−···A•+] Radikalpaars seine Spinpolarisation erhält. In CIDNP Untersuchungen der

Lösungsmittelzugänglichkeit von Proteinoberflächen mit exogenem FMN sind

typischerweise aromatische Aminosäuren wie Tyrosin, Tryptophan oder Histidin als

Elektronentransfer- Partner beobachtet worden (Mok und Hore, 2004). Dass nur ein

polarisiertes NMR-Signal der, mit hoher Wahrscheinlichkeit einem Tryptophanrest

zuzuordnenden Aminosäure beobachtet werden kann, deutet auf eine stark lokalisierte

ungepaarte Elektronenspindichte im Radikalzustand hin. Eine weitergehende quantitative

Analyse des Polarisierungsphänomens unter standardisierten Beleuchtungsbedingungen,

dürfte wertvolle Informationen über die elektronische Struktur paramagnetischer

Intermediatzustände in LOV Domänen liefern, da sich die daraus ergebende

Kernspinpolarisation auch in den diamagnetischen Reaktionsprodukten wiederspieglt. Ein

solches Verfahren, dessen Grundlagen nun mit der ersten Beschreibung eines CIDNP-Effekts

in Flüssig-NMR-Experimenten zugänglich gemacht wurden, dürfte sich auch auf die

Erforschung von Elektronentransferprozessen in anderen Flavoproteinen bis zu mittlerer

Größe anwenden lassen.

Nachdem sich die Anstrengungen zunächst auf die LOV2-Domänen pflanzlicher Photo-

tropine konzentrierten, wurde vor kurzem auch mit EPR- und IR-Messungen an der

DNA-Photolyase begonnen, einem Protein, das FAD als Cofaktor besitzt und in einer

lichtabhängigen Reaktion DNA Schäden von durch UV-Licht gebildeten Thymin-Dimeren

repariert. Weitere Studien an Flavin- oder Lumazin-bindenenden Proteinen mit isotopologen

Cofaktoren sind bei der Flavokinase aus S. pombe, der Idi2 einem Enzym des alternativen

Terpenbiosynthesewegs und dem Lumazinprotein mariner Bakterien in Bearbeitung.

Prinzipiell lassen sich mit der im Rahmen dieser Arbeit synthetisierten Bibliothek spezifisch

oder stochastisch markierter Riboflavinmoleküle interessante biophysikalische Frage-

stellungen an nahezu jedem Flavoprotein bearbeiten. 
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4.3 Enzyme der Riboflavinbiosynthese

Die isotopmarkierten Intermediate, die bei den enzymatischen Riboflavin-Synthesen

auftreten, konnten in vielen Fällen als hilfreiche Substrate für mechanistische und kinetische

Untersuchungen an Enzymen der Vitamin B2 Biosynthese verwendet werden. Die bisher

bekannten Enzymassays für die 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase, die

GTP-Cyclohydrolasen und die verschiedenen Desaminasen und Reduktasen verwenden zum

Teil aufwendige und indirekte Methoden, bei denen das primäre Produkt erst nach

Derivatisierung, nachgeschalteten enzymatischen Reaktionen und evtl. einer HPLC-

Reinigung  einer photometrischen Detektion zugänglich gemacht wird. Die Reaktionen der

GTP-Cyclohydrolasen und der Reduktasen (NADH-Verbrauch) lassen sich zwar auch direkt

photometrisch verfolgen, aber eine komplexe kinetische Analyse, die z.B. auch die

Anomerisierung von Ribosylresten der Substrate oder Produkte mit einbezieht ist auf diesem

Wege nicht möglich. Demgegenüber konnten durch enzymatische Synthesen für jedes der

genannten Enzyme, zur jeweiligen Fragestellung massgeschneiderte isotopologe Substrate

hergestellt werden, die eine direkte Beobachtung aller Reaktionsteilnehmer durch

zeitaufgelöste NMR-Spektroskopie ermöglichten. Die Verwendung spezifisch 13C-markierter

Substrate ermöglichte neben der enormen Empfindlichkeitssteigerung des spektroskopischen

Nachweises auch die Konzentration auf Veränderungen an spezifischen Positionen einer

Verbindung, z.B. dem C-1’ Atom bei der Anomerisierung eines Ribosylrestes oder dem C-2

Atom bei der Desaminierung eines Pyrimidin Intermediats.

Für die 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase aus M. jannaschii (Kapitel 3.5.1)

konnte mit Hilfe von 13C-Markierungsexperimenten auf einfache und eindeutige Weise ein

intramolekularer Reaktionsmechanismus nachgewiesen werden. In dessen Verlauf findet eine

ungewöhnliche Umlagerungsreaktion statt, bei der am Ende das C-4 Atom aus einer Kette

von 5 Kohlenstoffatomen als Formiat abgespalten wird. Experimente mit 18O-markiertem

Wasser deuten auf einen komplexen Mechanismus, mit reversiblem Austausch von

Sauerstoff zwischen einem carbonylartigen Reaktionsintermediat und Wasser hin, da auch

markierte Formiatmoleküle mit mehr als einem 18O Atom gefunden wurden. Mutanten der

archaealen 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase, die konservierte Aminosäurereste

betrafen zeigten zum Teil sehr geringe Restaktivitäten, die mit Hilfe des klassischen

Lumazin-Synthase gekoppelten Essays kaum nachzuweisen waren, da die Lumazin-Synthase

Reaktion bei niedriger Substratkonzentration sehr langsam wird und das zweite Substrat der
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Hilfsreaktion von begrenzter Stabilität ist. 13C-markiertes Formiat ist dagegen als direktes

und nahezu unbegrenzt stabiles Produkt NMR-Spektroskopisch auch in geringen Mengen

und nach langer Inkubationszeit mit hinreichender Genauigkeit nachweisbar. Der neuartige

NMR-Assay zeigte bei den Mutanten-Proteinen deutlich seine Überlegenheit, da auf diese

Weise noch Restaktivitäten größer als 0.02 % des Wildtyp-Enzyms nachweisbar waren. Es

konnte so gezeigt werden, dass vor allem die polaren Aminosäuren im Aspartat und Glutamat

reichen Bereich der Positionen 21-30 von essentieller Bedeutung für die katalytische

Aktivität der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-Synthase sind, was auf einen Mechanismus mit

etlichen katalytischen Protonentransfer-Schritten hinweist. Außerdem konnten mit Threonin

112, Histidin 164 und Glutamat 185 drei weitere polare Aminosäuren außerhalb dieses sauren

Loops identifiziert werden, deren Austausch die Aktivität des archaealen Enzyms um drei

Größenordnungen herabsetzt.

Der NMR-Enzymassay für die GTP-Cyclohydrolase II aus den humanpathogenen Hefe-

stämmen C. albicans und C. glabrata (Kapitel 3.5.2) beruht bei Totalmarkierung des

Substrats GTP ebenfalls auf dem direkten Nachweis von 13C Formiat als Reaktionsprodukt.

Da sich die UV-Vis Absorptionsspektren von GTP und dem Produkt der Reaktion

2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon hinreichend unterscheiden ist die Enzym-

aktivität prinzipiell auch über einen Photometerassay bestimmbar (Ritz et al., 2001). Der

NMR-Assay liefert allerdings darüber hinaus weitere Informationen zum Reaktionsverlauf.

So kann insbesondere mit [1’-13C1]GTP als Substrat gezeigt werden, dass zunächst in

schneller Reaktion nur ein Produkt entsteht und ein zweites Produkt erst verzögert mit

sigmoidalem Konzentrationsverlauf auftritt. Es handelt sich dabei um die beiden anomeren

Formen des Ribosylrestes von 2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon, wobei die

β-Form das primäre Produkt der enzymkatalysierten Form darstellt, während die α-Form

durch spontane und reversible Isomerisierung entsteht. Durch quantitative Auswertung der

NMR-Signale und mathematische Optimierung des verwendeten Modells von Reaktionen

erster Ordnung konnten die Ratenkonstanten der Hin- und Rückreaktion der Produkt-

anomerisierung sowie des enzymatischen GTP Verbrauchs bestimmt werden. 

Auch für die neuartige archaeale GTP-Cyclohydrolase III aus M. jannaschii lieferten erste

NMR-Experimente mit total 13C/15N-markiertem Substrat bereits wichtige Erkenntnisse über

die vier isomeren Produkte und die Dynamik ihrer Entstehung (Kapitel 3.5.3). Es konnte

gezeigt werden, dass im Gegensatz zu der klassischen Cyclohydrolase II Reaktion das C-8
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Atom von GTP nicht als Formiat abgespalten wird, sondern nach Öffnung des Imidazolrings

als Formylaminogruppe erhalten bleibt. Das Produkt der enzymatisch katalysierten Reaktion

entsteht wiederum zunächst als β-Anomer des Ribosylrestes und weist bezüglich der

Formylaminogruppe eine cis-Konformation auf. Während die Gleichgewichtseinstellung der

cis/trans-Isomerisierung des Formylaminorestes relativ rasch erfolgt, ist die α/β-Anomeri-

sierung des Zuckerrestes gegenüber den vergleichbaren Pyrimidin Intermediaten nach den

Reaktionen der Cyclohydrolase II oder Desaminase um etwa zwei Größenordnungen

verlangsamt. Dies dürfte zum Einen auf die sterische Hinderung des Formylaminorestes bei

der Deprotonierung des Ribosylamino-Stickstoffs zurückzuführen sein, die zur Bildung einer

Schiffschen Base als Übergangszustand der Anomerisierungsreaktion nötig ist. Zum Anderen

könnten elektronischen Effekte die Deprotonierung des Formylamino- gegenüber dem

Ribosylamino- Stickstoff begünstigen und eine stärkere Delokalisierung der negativen

Ladung in den Heterocyklus und die kunjugierte Formylaminogruppe hinein bewirken, als

dies im reinen Diaminopyrimidinon Produkt der Cyclohydrolase II Reaktion der Fall ist.  

Die Riboflavinbiosynthese in Pflanzen war in einigen Details bereits eingehend untersucht

und ist von potentieller Bedeutung für die Nahrungs- und Futtermittelindustrie. Die Gene

einer bifunktionellen GTP-Cyclohydrolase/Dihydroxybutanonphosphat-Synthase aus Tomate

(Herz et al., 2000 und 2002) und der Lumazin-Synthase aus Spinat wurden kloniert, die

Struktur der pflanzlichen Lumazinsynthase wurde durch Röntgenkristallographie bestimmt

(Persson et al., 1999). Eine Riboflavin-Synthase wurde aus Spinat partiell gereinigt (Mitsuda

et al., 1970) und später das Gen der Riboflavin-Synthase aus A. thaliana kloniert (Bacher und

Eberhardt, 2001). Über die Reaktionsschritte zwischen der GTP-Cyclohydrolase II und der

Lumazin-Synthase in der pflanzlichen Riboflavinbiosynthese, insbesondere die Reihenfolge

der Desaminase und Reduktase Reaktion, war bisher jedoch nichts bekannt. Durch selektive
13C Markierungen konnte nach Klonierung einer hypothetischen Desaminase aus A. thaliana

NMR-Spektroskopisch nachgewiesen werden, dass das Protein die Desaminierung von

2,5-Diamino-6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5’-phosphat katalysiert und damit eine

Desaminase vom eubakteriellen Typ darstellt, während die Desaminasen von Pilzen ein

Substrat mit bereits reduziertem Zuckerrest benötigen. Spontane Anomerisierungsreaktionen

treten bei den GTP-Cyclohydrolasen nur beim Produkt und bei den Reduktasen nur beim

Substrat auf, bei der Desaminasereaktion liegen jedoch sowohl Substrat als auch Produkt in

anomeren Gleichgewichtsmischungen vor.  Über 1D und 2D NMR-Experimente konnte auch

hier die Dynamik der Umwandlung von der Substrat- in die Produktmischung und deren
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strukturelle Zuordnung genauer untersucht werden. Aufgrund der kinetischen Experimente

lässt sich schließlich zusammenfassend feststellen, dass alle Intermediate der

Riboflavinbiosynthese zwischen der GTP-Cyclohydrolase Reaktion und der Reduktion des

Ribosylrestes primär als β-Anomer entstehen und verbraucht werden, wobei sich jedoch

meist recht schnell ein nahezu äquimolares Gleichgewicht mit dem α-Anomer einstellt.  

Für die Reduktasen aus M. jannaschii, C. glabrata und das RibD2 Protein aus A. aeolicus

wurde ein NMR-Assay entwickelt, der ebenfalls auf spezifischen 13C Markierungen beruht

und neben der enzymatisch katalysierten Reaktion auch die Dynamik des vorgeschalteten

Gleichgewichts der anomeren Substrate beschreibt (Kapitel 3.5.5). In allen drei Fällen

handelt es sich um Reduktasen vom Hefetyp, die ohne vorherige Desaminierung das Produkt

der GTP-Cyclohydrolase II umsetzten können. Das Enzym des thermophilen Eubakteriums

A. aeolicus weist allerdings eine deutlich geringere Aktivität auf als das orthologe Hefe- und

Archaea- Enzym. Tatsächlich besitzt  A. aeolicus neben dem untersuchten Protein noch ein

weiteres Enzym mit Sequenzhomologie zu den bifunktionellen Desaminase/Reduktase-

Enzymen des eubakteriellen Typs. Das ribD2 Gen dürfte somit phylogenetisch, falls es nicht

durch horizontalen Gentransfer aus einem Archaeon erworben wurde, ein an Bedeutung

ärmer gewordenes Überbleibsel einer Reduktase-Urform darstellen, welche im Laufe der

Evolution durch Mutationen ihre Aktivität weitgehend eingebüßt hat. Der Hefetyp der

Riboflavinbiosynthese (erst Reduktion, dann Desaminierung), den auch Archaebakterien

beschreiten scheint also der stammesgeschichtlich ältere zu sein. Durch Markierungs-

experimente mit Deuterium und 2D NMR-Techniken konnte die Stereochemie der Reduktase

Reaktion aufgeklärt werden. Über enzymatische Hilfsreaktionen wurde dazu deuteriertes

NADPH hergestellt, welches die 2H Markierung einmal in der 4(S) und einmal in der 4(R)

Position trägt. Auf diese Weise konnte gezeigt werden, dass es sich bei allen betrachteten

Reduktasen um A-Typ Reduktasen handelt, die spezifisch das proR Hydridion an Position 4

des Nicotinamidcofaktors übertragen. Durch den Einbau von Deuterium in das

[1’,2’,3’,4’,5’-13C5]-markierte Reduktaseprodukt verschwindet im HMQC eines der beiden

Protonen an Position 1’. Dadurch konnte abgeleitet werden, dass die Reduktasen von C.

glabrata und M. jannaschii die gleiche Stereospezifität aufweisen, d.h. ein H-Atom aus der

4(proR)-Position des Cofaktors auf die 1’(proS)-Position der Ribitylseitenkette übertragen.

Obwohl im Falle der M. jannaschii Reduktase eine Kristallstrukur des Proteins gelöst wurde

(Fischer et al., 2005), konnten die stereochemischen Aspekte der Reaktion erst durch die

oben beschriebenen Experimente geklärt werden. Dies ist ein weiteres überzeugendes
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Beispiel für die Bedeutung stabilisotopmarkierter Intermediate bei der Aufklärung von

Enzymmechanismen, selbst bei bekannter 3D Struktur des aktiven Zentrums.

Die Riboflavinsynthasen von Eubakterien und Hefen sind im Normalfall Homotrimere, deren

Untereinheiten aus zwei Domänen mit ähnlichem Faltungsmuster bestehen. Jede der 6

Domänen der homotrimeren Proteine kann ein Molekül 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin

binden und die aktiven Zentren werden von je einer N-terminalen Substratbindungsstelle und

der C-terminalen Bindungsstelle der benachbarten Untereinheit gebildet (Eberhardt et al.,

2001; Meining et al., 2003; Truffault et al., 2001; Gerhardt et al., 2002). Bemerkenswerter

Weise können Moleküle trimerer Riboflavinsynthasen in dem zentralen Hohlraum

ikosaedrischer Lumazinsynthasen von Bacillaceae eingeschlossen sein (Bacher et al., 1980

und 1986). Dagegen haben die Riboflavin-Synthasen der Archaea M. jannaschii und M.

thermoautotrophicus keinerlei Sequenzhomologie mit den oben beschriebenen trimeren

Riboflavin-Synthasen, wohl aber mit den pentameren 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-

Synthasen. Durch Sequenzvergleiche konnten in vielen Archaebakterien paraloge Paare von

pentameren Riboflavin und Lumazin-Synthasen gefunden werden. Durch phylogenetische

Analysen konnte gezeigt werden, dass die archaealen Riboflavin-Synthaseasen vermutlich zu

einem sehr frühen Zeitpunkt in der Evolution von den archaealen Lumazin-Synthasen

abzweigen (Fischer et al., 2004b). Interessanter Weise ist bei den heutigen Lumazin-

Synthasen die Fähigkeit Riboflavin zu binden erhalten geblieben, so ist die Riboflavin-

Synthase aus S. pombe aufgrund stark gebundenem Riboflavin ein gelb gefärbtes Protein

(Fischer et al., 2002a). Die aktiven Zentren müssen dort also groß genug sein um Riboflavin

zu binden, bei den pentameren, Lumazin-Synthase ähnlichen Riboflavin-Synthasen ist es

offensichtlich groß genug um zwei Moleküle 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin zu binden.

Durch Verwendung 13C-markierter Substrate und Substratmischungen konnte zweifelsfrei

nachgewiesen werden, dass die beiden Lumazin Moleküle in diesen neuartigen

Riboflavin-Synthasen archaealen Typs, ebenso wie bei den trimeren Enzymen der übrigen

Organismen, zwingend antiparallel angeordnet sein müssen. Es kann gemutmaßt werden,

dass in einer frühen Phase der Evolution z.B. in einer RNA-Welt zunächst

6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin und später dann Riboflavin und FMN als Cofaktoren für

Redoxprozesse gedient haben könnten. Die Redoxeigenschaften des Lumazins sind denen des

Riboflavins recht ähnlich, so kann es zum Beispiel reversibel reduziert werden. Riboflavin

kann nichtenzymatisch unter präbiotischen Bedingungen aus 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin

gebildet werden, welches ebenfalls in Abwesenheit eines Katalysators aus einer Zucker- und
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einer reduzierten Nukleosideinheit gebildet werden kann (Eschenmoser und Löwenthal,

1992; Beach und Plaut, 1969; Rowan und Wood, 1963 und 1968). Prinzipiell wäre es

denkbar, dass Lumazin auch als Cofaktor in frühen Oxidoreduktasen gedient haben könnte,

ähnlich wie FMN in den heutigen Flavoproteinen. Allerdings wurde noch kein Protein

gefunden, das Lumazin hierfür verwendet. Es kann jedoch in marinen Bakterien in

proteingebundener Form als optischer Transponder für die Bioluminszenz dienen. Die

Lumazinproteine erhalten dazu in strahlungslosen Prozessen optische Anregungsenergie von

der Luciferase dieser Bakterien und bewirken eine Modulation der Emissionswellenlänge

sowie eine erhöhte Quantenausbeute (O’Kane et al., 1985 und 1990; Petushkov et al., 1996a

und 1996b).
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5 Zusammenfassung

Riboflavin und die davon abgeleiteten Flavocoenzyme FMN und FAD sind für alle zellulären

Organismen essentiell, da sie an vielen Redoxprozessen und einigen Nicht-Redoxprozessen

beteiligt sind. Für zahlreiche biophysikalische Untersuchungsmethoden an Flavoproteinen ist

die Verfügbarkeit stabilisotopmarkierter Flavine von herausragender Bedeutung.

Bisher war die selektive Markierung von Riboflavin mit Stabilisotopen nur an wenigen

Positionen und mit erheblichem synthetischen Aufwand möglich. Betrachtet man nur 12C/13C-

und 14N/15N-Substitutionen, so umfasst der komplexe Isotopolograum des Riboflavins bereits

221 = 2.097.152 verschiedene Isotopologe. Die im Rahmen dieser Arbeit entwickelte

Kombination synthetischer, enzymatischer und fermentativer Verfahren macht es erstmals

möglich, nahezu beliebige, maßgeschneiderte Isotopologe aus dieser Grundmenge mit

überschaubarem Aufwand herzustellen. Sowohl für die Ribitylseitenkette, den Xylolring und

den Pyrimidinteil des Riboflavinmoleküls existieren nun zum Teil mehrere voneinander

unabhängige Methoden 13C- und/oder 15N-Markierungen an spezifischen Positionen

einzuführen.

Insbesondere die enzymatisch präparativen Verfahren zur Synthese der Riboflavinvorstufen

Ribulose-5-phosphat und GTP aus verschiedenen kommerziell erhältlichen Glucose-

Isotopologen lassen sich äußerst variabel kombinieren um mit weiteren Enzymen der

Riboflavinbiosynthese selektive Markierungen in den Xylolring und die Ribitylseitenkette

des Riboflavinmoleküls einzuführen. Im Extremfall war so der Aufbau des markierten

Naturstoffs aus Glucose und einer Purinbase (Xanthin/Guanin) unter Beteiligung von 18 zum

Teil rekombinant erzeugten Enzymen und zwei Cofaktor-Regenerationssystemen für ATP

und NAD(P) möglich. Die bekannten Syntheserouten für Xanthin erweitern die Variabilität

auf Markierungen im Pyrimidinteil des Isoalloxazinsystems. 

Ein großer Vorteil der enzymatischen Verfahren ist die Möglichkeit vielstufige Synthesen

mit hoher Ausbeute in Parallelansätzen und ohne Isolierung und Reinigung von

Intermediaten durchführen zu können. Eine notwendige Voraussetzung hierfür ist eine hohe

negative freie Enthalpie des Gesamtprozesses, die durch die Bildung thermodynamisch

stabiler Endprodukte, das Auftreten irreversibler Reaktionen, die Abspaltung kleiner

Moleküle und den damit verbundenen Entropiegewinn, das Entfernen des Produkts aus dem

Reaktionsmedium sowie durch die Kopplung endergonischer Prozesse an exergonische
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Hilfsreaktionen gewährleistet werden kann. Alle diese Faktoren waren im Falle der

enzymatischen Riboflavinsynthese in optimaler Weise gegeben: Die Bildung eines

aromatischen Rings im letzten Schritt, weitere irreversible Abspaltungs- und

Kondensationsreaktionen, die Kopplung an exergonische Reaktionen zur Cofaktor-

regenerierung sowie die Tatsache, dass Riboflavin am Ende der Reaktion als unlösliches

Produkt auskristallisiert, sorgen für eine hohe Triebkraft der Gesamtreaktion. Viele der

benötigten Synthese-Enzyme konnten unter Verwendung molekularbiologischer Methoden

als Fusionsproteine in E. coli rekombinant exprimiert und affinitätschromatographisch

gereinigt werden.

Die Fermentation Riboflavin- bzw. 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-produzierender Bakterien-

stämme mit 13C-markierter Glucose oder 15NH4Cl ermöglichte neben der Herstellung total
13C- und/oder 15N-markierter Flavin-Isotopologe auch die Gewinnung stochastisch markierter

Flavin-Isotopolog-Bibliotheken beim Einsatz einfachmarkierter Glucose-Isotopologe. In

diesen Bibliotheken erhält jedes Kohlenstoffatom des Flavins aufgrund der bekannten

Stoffwechselwege des Kohlenhydratmetabolismus und der Riboflavinbiosynthese einen

charakteristischen Markierungsgrad, der gegebenenfalls durch nachgeschaltete enzymatische

Reaktionen noch beeinflusst werden kann. Dies war entscheidend für die Entwicklung einer

einfachen amplitudengestützten Zuordnung von NMR-Signalen in Flavoproteinen.

Die Verfügbarkeit ganzer Bibliotheken selektiv und stochastisch markierter Flavine eröffnet

generell neue Möglichkeiten für kernspin- und massensensitive spektroskopische Unter-

suchungen an unterschiedlichen Flavoproteinen. Dazu gehören neben der ein- und

mehrdimensionalen Kernspinresonanz-Spektroskopie auch Elektronen-paramagnetische-

Resonanz-Methoden wie EPR, ENDOR und TRIPLE-Resonanz, die über die Hyperfein-

wechselwirkung von Elektronen- und Kernspin Aussagen über die elektronische und

geometrische Struktur von Flavin-Radikalen zulassen. Bei der Schwingungsspektroskopie

(IR und Raman) war aufgrund der Komplexität der Schwingungsmoden selbst

verhältnismäßig kleiner Moleküle an eine komplette empirische Banden-Zuordnung bisher

kaum zu denken. 

Am Beispiel der LOV2-Domäne des Phototropins von A. sativa bzw. A. capillus veneris

wurde eine Methode zur schnellen Rekonstitution des Proteins mit isotopologen

FMN-Cofaktoren entwickelt. Die Proteinproben konnten für vielfältige spektroskopische

Untersuchungen des reversiblen Photozyklus dieser Proteine verwendet werden. Die

Zusammenfassung 155



C450A-Mutante der LOV2-Domäne bildet nach Blaulichtbestrahlung ein stabiles Radikal

aus, da die für das Wildtyp-Protein typische Bildung des kovalenten Addukts von Cystein450

an das C-4a Atom des Flavinmoleküls dort nicht möglich ist. Dies erlaubte die Untersuchung

des proteingebundenen Flavin-Radikalzustands durch CIDNP-NMR- und ENDOR-Spektro-

skopie. Im ersten Fall handelte es sich um die erste Beobachtung einer photochemisch

induzierten dynamischen Kernspinpolarisation an einem Protein-Cofaktor-Komplex in

Lösung. Dabei treten sowohl verstärkt absoptive als auch emissive NMR-Linien mit

Vorzeichenumkehr auf, was auf eine Nicht-Boltzmann-Verteilung der Kernspins zurück-

zuführen ist. Mit Hilfe einer 13C-Totalmarkierung sowie mehrerer Selektivmarkierungen des

Cofaktors war eine eindeutige Zuordnung sämtlicher NMR-Signale möglich.

Die Zuordnung von ENDOR-Signalen sowie von Schwingungsbanden in IR- und Raman-

spektren erfolgt üblicherweise durch den Vergleich der experimentellen Spektren mit

quantenmechanischen Rechnungen, die typischerweise in vacuo geometrieoptimierte

Moleküle zur Grundlage nehmen. Teilweise erfolgt noch eine "Absicherung" durch eine bis

wenige Isotopensubstitutionen. Wie der systematische Vergleich experimenteller IR-Spektren

mehrerer verschiedener Riboflavin- und 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-Isotopologe mit den

simulierten Spektren zeigt, ist diese Übereinstimmung oft unzureichend oder nur sehr grob

gegeben. Ähnliches gilt für die ENDOR-Signale des FMN-Radikals in der C450A-LOV2-

Domäne. Während im Fall der ENDOR-Spektren durch die Messung mehrerer selektiv-

markierter Proben eine zweifelsfreie empirische Zuordnung gelang, ist dies für den

wesentlich komplexeren Fall der Schwingungsspektroskopie nicht ohne weiteres möglich.

Neben der Notwendigkeit einer weitergehenden rechnergestützen Methodenentwicklung zur

automatisierten Analyse der Isotopolog-bedingten Verschiebungsmuster tritt hier das

Problem der Unterbestimmung in den Vordergrund, da die 135 bzw. 117 Schwingungsmoden

des Riboflavins bzw. 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazins nur im Ausnahmefall auf einzelne

Atome lokalisiert sind und andererseits eine hinreichend große Anzahl unterschiedlicher

Isotopologe nicht mit vertretbarem Aufwand herzustellen ist.

Im Verlauf der enzymatischen Synthese isotopologer Flavine treten naturgemäß sämtliche

Intermediate der Riboflavinbiosynthese auf. Dadurch war es möglich, durch Weglassen der

späteren Enzyme auch diese Zwischenprodukte in isotopmarkierter Form herzustellen. Als

stabilisotopmarkierte Substrate waren sie wertvolle Hilfsmittel für kinetische oder

mechanistische Untersuchungen an den Enzymen, die die nachfolgenden Schritte der
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Riboflavinbiosynthese katalysieren. So konnte an der Reduktase des thermophilen

Archaebakteriums M. jannaschii bzw. an der Desaminase aus A. thaliana NMR-

spektroskopisch gezeigt werden, dass die Desaminierung und Reduktion des GTP-Cyclo-

hydrolase II Produkts in Archaea der selben Reihenfolge wie in Hefen folgt (erst Reduktion),

während bei Pflanzen wie in Eubakterien die umgekehrten Reihenfolge auftritt.

Außerdem wurden mehrere Enzymassays entwickelt, bei denen die sonst oft nur indirekt und

aufwendig messbare Enzymaktivität durch 13C-NMR-Spektroskopie an maßgeschneiderten

Substrat-Isotopologen in Echtzeit verfolgt werden konnte. Beispiele hierfür sind die

3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase aus M. jannaschii und ihre Mutanten, die

mechanistisch unterschiedlichen GTP-Cyclohydrolasen aus M. jannaschii und zwei Candida

Stämmen, sowie Reduktasen und Desaminasen aus verschiedenen Organismen.

Daneben wurde gezeigt, dass alle Intermediate der Riboflavinbiosynthese nach der

GTP-Cyclohydrolase II Reaktion und vor der Reduktion des Ribosylrestes zunächst in der

β-Form der Furanose entstehen, wobei sich aber rasch ein nahezu äquimolares Gleichgewicht

mit der jeweiligen α-Form einstellt. Das kinetische Netzwerk der spontanen Anomeri-

sierungs- und der vor- bzw. nachgelagerten enzymatischen Reaktionen konnte für die

GTP-Cyclohydrolasen, Reduktasen und Desaminasen 13C-NMR-spektroskopisch beobachtet

und theoretisch ausgewertet werden.

Schließlich wurden an der 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-Synthase, der Reduktase

und der Riboflavin-Synthase aus M. jannaschii mechanistische Untersuchungen zur Regio-

und Stereoselektivität dieser Enzyme angestellt, bei denen neben selektiv 13C-markierten

Substraten u.a. auch 18O-Markierungen und stereospezifisch deuterierte NADPH-Cofaktoren

eingesetzt wurden. 
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