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Zusammenfassung 
 
Enzyme spielen eine tragende Rolle im Stoffwechsel aller lebenden Organismen. Der überwiegende Teil 

biochemischer Reaktionen wird von Enzymen katalysiert und gesteuert. Die Aufklärung enzymatischer 

Prozesse ist vor allem im Bereich der Medikamentenentwicklung, der Lebensmittelherstellung und im 

Pflanzenschutz unentbehrlich. Die Funktion von Proteinen, ihre Aktivität und Regulation, kann sowohl  

in vivo als auch in vitro untersucht werden. Im Falle der in vitro-Assays müssen die Enzyme isolierbar 

und außerhalb der Zelle unter nicht-physiologischen Bedingungen aktiv sein, aber im Gegensatz zu  

in vivo-Assays können in vitro einzelne Enzyme analysiert und reguliert werden.  

In der vorliegenden Arbeit wurde ein schnelles und sensitives in vitro-System zur Untersuchung 

enzymatischer Reaktionen entwickelt. Als Detektionsmethode wurde die Massenspektrometrie eingesetzt, 

welche neben einer hohen Sensitivität und somit niedrigen Nachweisgrenze eine hohe Selektivität 

aufweist und demnach die Möglichkeit bietet, Substanzen mit unterschiedlichen Molekularmassen ohne 

zusätzliche Markierung simultan zu detektieren. Als Ionisationsquelle wurde eine Elektrosprayquelle 

benutzt, die es aufgrund ihrer sanften Ionisierung ermöglicht, neben Substrat, Produkt und Enzym auch 

Enzym-Komplexe zu detektieren. Des Weiteren ist es mit der Elektrospray-Ionisation möglich, 

kontinuierliche Messungen in Echtzeit durchzuführen. 

Mit der hier angewandten kontinuierlichen ESI-MS-Technik ist es gelungen, quantitative Zeitkurven für 

verschiedene Enzyme aus der Gruppe der Glykosidasen zu ermitteln, welche in einer Messung sowohl 

Aussagen über die Hydrolyseaktivität als auch über die Reaktionswege lieferten. Die 

massenspektrometrische Methode ermöglichte es, erstmals reine Hydrolyseraten für `retaining enzymes´ 

zu messen, da die niedrigen Substratkonzentrationen, welche hier aufgrund der hohen Sensitivität des 

Massenspektrometers eingesetzt wurden, keine Transglykosylierung begünstigten. Mit Hilfe der 

kinetischen in silico-Datenanalyse wurden verschiedene Reaktionsparameter (Geschwindigkeits-

konstanten, freie Bindungsenergien) der einzelnen Enzymreaktionen anhand der ermittelten Zeitkurven 

kalkuliert. Außerdem wurde die massenspektrometrische Methode genutzt, neben dem Substrat- und 

Produktverlauf Informationen über Spezifitäten und Affinitäten (KD-Werte) anhand der detektierten 

Enzym-Ligand-Komplexe zu erhalten. Des Weiteren konnten Inhibitionsstudien zur Aufklärung 

unterschiedlicher Inhibitionseffekte (rel. IC50-Werte) beitragen. 

Somit lieferte diese Methode in kürzester Zeit einen hohen Informationsgehalt und damit einen Einblick 

in die untersuchte enzymatische Reaktion. Da keine aufwendige Trennung der Substanzen vor der 

eigentlichen Detektion notwendig war, konnten auch Reaktionen mit einer komplexen 

Produktzusammensetzung analysiert werden. Die Miniaturisierung und Automatisierung der 

massenspektrometrischen Methode ebenso wie die Übertragung auf komplexere Enzymsysteme 

(Cyclooxygenase-1) zeigen, dass die Massenspektrometrie eine zukunftsweisende Detektionsmethode im 

Bereich der Enzymcharakterisierung darstellt.



Kapitel 1: Einleitung 

  2 

1  Einleitung 

1.1 Enzyme 

Enzyme gehören zu den spezialisiertesten Proteinen. Sie katalysieren biologische Reaktionen, indem sie 

die benötigte Aktivierungsenergie erniedrigen, und steuern somit die jeweiligen biochemischen Prozesse. 

Die Aufklärung enzymatischer Reaktionen hinsichtlich der enzymatischen Aktivität, Reaktionswege und 

ihrer Hemmung (Inhibition) ist vor allem auf dem Gebiet der Medikamentenentwicklung in der 

pharmazeutischen Industrie, aber auch für das Design von Lebensmittelzusatzstoffen (z. B. 

Konservierungsstoffe) und Pflanzenschutzmitteln zur Bekämpfung von Pilzkrankheiten unentbehrlich (1). 

Enzyme werden entsprechend der von ihnen katalysierten Reaktionen in sechs Klassen eingeteilt: 

Oxidoreduktasen, Transferasen, Hydrolasen, Lyasen, Isomerasen und Ligasen (Abb. 1). Neben den reinen 

Protein-Enzymen, welche ausschließlich aus Aminosäuren aufgebaut sind, existieren auch sogenannte 

Holoenzyme, welche aus einem Proteinanteil, dem Apoenzym, sowie aus einem Cofaktor, einem 

niedermolekularen Molekül bestehen (1). 

 

Abb. 1 Enzymklassifikation: Einteilung der Enzyme in sechs Klassen (1). 

Enzyme fungieren in der Zelle als sogenannte Biokatalysatoren, indem sie durch Herabsetzen der 

Aktivierungsenergie die jeweilige Reaktion beschleunigen. Die Ausgangsstoffe der Reaktion, die 

Substrate S, werden im aktiven Zentrum des Enzyms E gebunden, es bildet sich ein Enzym-Substrat-

Komplex ES. Nach der Umwandlung des Substrats in die Reaktionsprodukte P, werden diese aus dem 

Komplex wieder freigesetzt und das Enzym E liegt wieder in der Ausgangsform vor (Abb. 2) (2). 

 

Abb. 2 Darstellung einer zweistufigen Enzymreaktion. Abkürzungen siehe Erläuterungen im Text. 
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Bei der hier dargestellten zweistufigen Reaktion (Abb. 2) bestimmt die Geschwindigkeitskonstante k2, d.h. 

die Umsetzung des Enzym-Substrat-Komplexes zu Produkt und freies Enzym, die 

Reaktionsgeschwindigkeit. Sie ist somit ein Maß für die maximale Rektionsgeschwindigkeit bei 

Substratsättigung und wird auch als Wechselzahl oder kcat bezeichnet. Die Michaeliskonstante Km 

berechnet sich dann nach folgender Gleichung:  

       
1

21

k
kk

K m
+

= −    (1) 

Im Falle k2 <<< k-1 vereinfacht sich die Gleichung zu: 
1

1

k
kKK Dm
−==    (2) 

Dieser Ausdruck für Km wird als Dissoziationskonstante KD des Enzym-Substrat-Komplexes bezeichnet 

und gibt die Affinität des Substrats zum Enzym an. Physiologische Substrate weisen KD-Werte im 

Bereich von 10-3 bis 10-6 mol/L auf (1). 

Enzyme zeichnen sich durch eine hohe Substrat- und Wirkungsspezifität aus. Diese Spezifität beruht auf 

der Komplementarität der Raumstruktur und der möglichen Wechselwirkungen zwischen Enzym und 

Substrat. Bereits geringe strukturelle Unterschiede in der Raumstruktur oder Ladungsverteilung des 

Enzyms können dazu führen, dass ein Substrat nicht mehr erkannt wird. Die Enzymkinetik beschäftigt 

sich mit dem zeitlichen Verlauf enzymatischer Reaktionen; wichtige Größen sind hierbei die 

Reaktionsgeschwindigkeit, welche ein Maß für die Änderung der Substratkonzentration mit der Zeit ist, 

sowie die Enzymaktivität, welche ein Maß für die Zahl der Substratmoleküle, die ein Enzym pro Sekunde 

umsetzt (= Umsatzrate), darstellt. Die gemessene Enzymaktivität verhält sich proportional zur 

Reaktionsgeschwindigkeit und ist demnach stark von den Reaktionsbedingungen wie Temperatur, 

Salzkonzentration und pH-Wert abhängig. Eine Temperaturerhöhung von ca. 10 °C führt nach der RGT-

Regel (Reaktionsgeschwindigkeits-Temperatur-Regel) zu einer Verdoppelung bis Verdreifachung der 

Reaktionsgeschwindigkeit und damit auch zu einer Steigerung der Enzymaktivität. Dies gilt allerdings 

nur für einen begrenzten Temperaturbereich, in dem keine Denaturierung des Enzyms stattfindet (3). Die 

Enzymaktivität wird außerdem durch die Anwesenheit von Aktivatoren bzw. Inhibitoren beeinflusst. 

Aktivatoren führen zu einer beschleunigten Enzymreaktion, Inhibitoren führen zu einer Enzymhemmung 

(= Inhibition), d.h. zu einer Herabsetzung der katalytischen Aktivität eines Enzyms. Man unterscheidet 

zwischen einer irreversiblen Hemmung, bei der ein Inhibitor eine unter physiologischen Bedingungen 

nicht umkehrbare Verbindung mit dem Enzym eingeht, und einer reversiblen Hemmung, bei der der 

gebildete Enzym-Inhibitor-Komplex wieder dissoziieren kann (Abb. 3) (1). Bei der reversiblen Inhibition 

unterscheidet man wiederum zwischen kompetitiver, nichtkompetitiver und unkompetitiver Hemmung. 

Ein kompetitiver Inhibitor konkurriert mit dem Substrat um die Bindung an das aktive Zentrum des 

Enzyms. Der Inhibitor besetzt das aktive Zentrum und verhindert so die enzymatische Umsetzung des 

Substrats. 
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Abb. 3 Mögliche Formen der Enzymhemmung. 

Kompetitive Inhibitoren gleichen oft dem Substrat und bilden mit dem Enzym einen Komplex. Da der 

Inhibitor reversibel an das Enzym bindet, kann die Konkurrenz um die Bindungsstelle in Richtung auf 

eine Bevorzugung des Substrats beeinflusst werden, indem man die Substratkonzentration erhöht. Ist 

genügend Substrat vorhanden, reduziert sich die Wahrscheinlichkeit, dass ein Inhibitormolekül bindet. 

Ein nichtkompetitiver Inhibitor bindet an einer Stelle, die nicht mit der Substratbindungsstelle identisch 

ist, d.h. die Bindung des Inhibitors blockiert die Substratbindung nicht. Er kann sowohl an das freie 

Enzym als auch an den Enzym-Substrat-Komplex binden, in beiden Fällen führt dies zur Inaktivierung 

des Enzyms. Ein unkompetitiver Inhibitor bindet ebenfalls an anderer Stelle als das Substrat, eine 

Bindung kann jedoch ausschließlich an den Enzym-Substrat-Komplex erfolgen. Als mittlere 

inhibitorische Konzentration (IC50) wird die Konzentration eines Inhibitors bezeichnet, bei der eine 

halbmaximale Inhibition beobachtet wird (1). 

Die Bedeutung der Enzyme für den Stoffwechsel spiegelt sich in ihrer Vielfältigkeit wider. Enzyme 

wirken nicht nur als Katalysatoren, sie sind auch wichtige Regulations- und Kontrollpunkte im 

Stoffwechselgeschehen. Des Weiteren sind sie an der Reizaufnahme und -weiterleitung beteiligt. Enzyme 

besitzen aufgrund ihrer Fähigkeiten nicht nur eine große Bedeutung in der Medizin, sondern auch in der 

chemischen Industrie (z.B. Lipasen, Proteasen und Amylasen im Waschmittel zur Erhöhung der 

Reinigungsleistung), bei der Lebensmittelverarbeitung (z.B. Lysozym als Konservierungsstoff bei der 

Käseherstellung) und im Pflanzenschutz (z.B. Chitinasen und Chitosanasen zur Bekämpfung von 

Pilzkrankheiten) (4). 

 

1.1.1 Hydrolasen - Glykosidasen 

Hydrolasen bilden im Nomenklatursystem der IUBMB (International Union of Biochemistry and 

Molecular Biology) die 3. Enzymklasse. Zu den Hydrolasen zählen Enzyme, die ihre Substrate unter 

Einlagerung von Wasser zu spalten vermögen (Hydrolyse) und häufig auch die umgekehrte Reaktion 

katalysieren. Allgemein werden sie in drei Gruppen unterteilt: in die Glykosidasen, Peptidasen und 

Lipasen (Abb. 4). Glykosidasen katalysieren die Spaltung der glykosidischen Bindungen in Di- und 
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Polysacchariden (z.B. Amylase, Chitinase), Peptidasen hydrolysieren Peptidbindungen (z.B. Pepsin, 

Trypsin), und Lipasen spalten Fette hydrolytisch in Glycerin und Fettsäuren (5). 

 

Abb. 4 Einteilung der Hydrolasen in drei Gruppen (5). 

Wie bereits erwähnt gehören Glykosidasen (z.B. Lysozym, Chitinasen, Chitosanasen) zur Enzymklasse 

der Hydrolasen. Sie sind in der Natur weit verbreitet und daher sowohl in Pflanzen und Tieren als auch in 

Pilzen, Protisten und Bakterien zu finden. Glykosidasen katalysieren die Hydrolyse einer glykosidischen 

Bindung, was zur Freisetzung eines Zuckers (Glykon) und des sogenannten Aglykons unter Verbrauch 

eines Wassermoleküls führt. Sie besitzen eine ausgeprägte Spezifität für ihre Substrate; damit verbunden 

ist ihre Fähigkeit, diese mit einer Geschwindigkeit umzusetzen, die um viele Größenordnungen über der 

der nicht-katalysierten oder durch einfache (anorganische) Säuren katalysierten Reaktion liegt (6). 

Bei den Glykosidasen findet man neben der Substratspezifität, welche je nach Enzym sehr stark oder nur 

schwach ausgeprägt sein kann, eine absolute Spezifität hinsichtlich der räumlichen Orientierung der 

Glykosidbindung, d.h. ein Enzym spaltet entweder α- oder β-Glykoside. Um den Ablauf einer 

enzymatischen Reaktion besser zu verstehen, ist es von großer Bedeutung herauszufinden, welche 

Bereiche des biologischen Katalysators mit dem Substrat wechselwirken und welche Kräfte die Bindung 

im Enzym-Substrat-Komplex vermitteln. Solche Informationen liefert z. B. die hochauflösende 

Röntgenstrukturanalyse von Kristallen eines Enzym-Ligand-Komplexes. Da der Enzym-Substrat-

Komplex aufgrund seiner kurzen Lebensdauer nicht kristallisierbar ist, versucht man diese Informationen 

anhand der Untersuchung von Kristallen des Enzyms mit substratanalogen Inhibitoren zu gewinnen (6). 

Aus der dreidimensionalen Elektronendichteverteilung können direkte Rückschlüsse auf die 

Substratbindung und indirekt auf den Katalysemechanismus gezogen werden. Diese Form der Analyse 

gelang bei den glykosidspaltenden Enzymen erstmals 1967, als Philipps et al. die Struktur des Lysozyms 
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aus Hühnereiweiß, welches komplexiert mit dem aus drei N-Acetylglucosamin-Resten bestehenden 

Trisaccharid Chitotriose (GlcNAc)3 vorlag, veröffentlichten (7).  

1.1.1.1 Lysozym aus Hühnereiweiß 

Lysozym aus Hühnereiweiß besteht aus 129 Aminosäuren und besitzt ein Molekulargewicht von 

14,3 kDa. Es spaltet die β-1,4-glykosidische Bindung höherer Oligo- und Polysaccharide des  

N-Acetylglucosamins (GlcNAc), wie sie im Chitin der Insekten (Exoskelett) und Pilze (Zellwand) 

vorkommen, so wie die β-1,4-glykosidische Bindung von Sacchariden, welche aus N-Acetyl-

muraminsäure (MNAc) und N-Acetylglucosamin bestehen, und das Rückgrat der Peptidoglykanschicht 

(Mureinschicht) der Bakterienzellwand bilden. Lysozym besitzt daher eine antibakterielle Wirkung und 

wird auch als Muramidase bezeichnet. Das in kommerziellen Mengen aus dem Hühnereiklar (enthält 

3,5 – 5 %) gewonnene Lysozym wird zur Behandlung von Wundinfektionen sowie in der 

Lebensmittelverarbeitung bei der Hart- und Schnittkäserei als Konservierungsstoff E 1105 zur 

Verhinderung der sogenannten Spätblähung (Buttersäure-Gärung) eingesetzt, da es Lactat-vergärende 

Clostridien zu lysieren vermag. Des Weiteren wird es in der Weinwirtschaft zur Steuerung des 

biologischen Säureabbaus verwendet (4). Lysozym ist ein globuläres Protein, welches von einer 

langgestreckten Spalte durchzogen ist, die Platz für sechs N-Acetylglucosamin-Reste bietet. Demnach 

besitzt das aktive Zentrum des Lysozyms sechs Bindungsstellen, welche früher mit den Buchstaben A-F 

und in jüngerer Zeit mit (-4)(-3)(-2)(-1)(+1)(+2) (Nomenklatur nach Henrissat (8)) gekennzeichnet  sind 

(Abb. 5).  

 

Abb. 5 Wechselwirkungen zwischen (GlcNAc)6 und den sechs Bindungsstellen im aktiven Zentrum des Lysozyms. 
Abbildung entnommen aus (9). 

Eine experimentelle Bestätigung für den Ort der Spaltung liefert die Hydrolyse des Oligosaccharids 

(GlcNAc)6, welches von Lysozym vorwiegend in (GlcNAc)4 und (GlcNAc)2 gespaltet wird (9, 10). Die 
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Spaltung des Substrats erfolgt zwischen den Positionen (-1) und (+1) und wird von Glutaminsäure35 

(Glu35) und Asparaginsäure52 (Asp52) katalysiert (Abb. 6). Zunächst stellt Glu35 als Protonendonator 

ein Proton zur Verfügung. Dies führt zur Spaltung der glykosidischen Bindung. Lange Zeit nahm man an, 

dass sich als Übergangsprodukt ein Oxocarboniumion bildet, welches durch die negative Ladung von 

Asp52 stabilisiert wird (`Phillip´-Mechanismus). Neuere Studien deuten allerdings auf eine kovalente 

Bindung zwischen dem Zuckerfragment und Asp52 hin (`Koshland´-Mechanismus) (11). Nachdem das 

abgespaltene Zuckerfragment das aktive Zentrum verlassen hat, wird die Hydrolysereaktion durch 

Diffusion eines Wassermoleküls ins aktive Zentrum beendet. 

 

Abb. 6 Katalytischer Mechanismus der Hydrolysereaktion von Lysozym (nach Phillips). Abbildung entnommen aus 
(9). 

Die gebildeten Produkte liegen, wie das Substrat, in der β-Form vor, weshalb Lysozym als `retaining 

enzyme´ bezeichnet wird. Des Weiteren stellen die Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 für Lysozym 

sogenannte Feedback-Inhibitoren dar (12, 13), d.h. je mehr Substrat hydrolysiert wird, desto stärker 

nehmen die entstandenen Produkte Einfluss auf die Lysozym-Aktivität. Es handelt sich hierbei um eine 

kompetitive Hemmung. Die kürzerkettigen Oligosaccharide ((GlcNAc)2 und (GlcNAc)3) binden an das 

aktive Zentrum, können jedoch nicht hydrolysiert werden. Sie blockieren so die Bindung des Substrats 

und setzen damit die Hydrolyseaktivität des Enzyms herab. 



Kapitel 1: Einleitung 

  8 

Anmerkung zum Reaktionsmechanismus des Lysozyms: 

2001 veröffentlichten Vocadlo et al. eine Studie (14), die belegt, dass nicht wie oben beschrieben der 

1967 postulierte `Phillip´-Mechanismus (Abb. 7 Path B), welcher die Bildung eines Oxocarboniumions 

beschreibt, abläuft (15), sondern der im Jahre 1953 vorgeschlagene `Koshland-Mechanismus´ 

(Abb. 7 Path A), welcher eine kovalente Bindung zwischen dem C1-Atom des zu spaltenden Zuckers und 

der katalytischen Base Asp52 während der enzymatischen Hydrolyse postuliert (16). In Abb. 7 sind die 

beiden Mechanismen zum direkten Vergleich dargestellt. 

 

Abb. 7 Zwei mögliche Katalysemechanismen des Lysozyms. Path A: `Koshland-Mechanismus´, Path B: `Phillip´-
Mechanismus. Abbildung entnommen aus (14). 

Path A zeigt den katalytischen Verlauf der von Lysozym katalysierten Hydrolyse des Peptidoglykans der 

Bakterienzellwand nach Koshland, welcher eine kovalente Bindung zwischen dem Zuckerfragment und 
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Asp52 beschreibt. Path B hingegen zeigt den bereits in Abb. 6 dargestellten Hydrolysemechanismus nach 

Phillips, welcher von der Bildung eines Oxocarboniumions ausgeht. 

1.1.1.2  Chitinasen 

Chitinasen sind ebenso wie Lysozym in der Lage, die β-1,4-glykosidische Bindung des Chitins zu 

hydrolysieren. Sie wurden bisher in vielen Organismen von Bakterien bis Eukaryoten nachgewiesen (17). 

Chitinasen gehören zur größten Gruppe der Proteine, welche krankheitsbezogen gebildet werden. In 

Pflanzen werden sie bei Stress oder Infektionen produziert, da sie das Pilzwachstum durch die Hydrolyse 

von Chitin hemmen (18). Aufgrund dieser Fähigkeit dienen sie in der Medikamentenentwicklung dem 

Design neuer Chemotherapeutika und im Pflanzenschutz der Entwicklung neuer Fungizide (19).  

Chitinasen werden in verschiedene Familien eingeteilt. Die in dieser Arbeit untersuchten Chitinasen 

gehören zur Chitinase Familie 19, Chitinase aus dem Gerstenkorn (18), und zur Chitinase Familie 18, 

Chitinase aus japanischem Palmfarn (Cycas revoluta) (20). Diese beiden Enzyme besitzen ein sehr 

ähnliches aktives Zentrum, unterscheiden sich aber sowohl in ihrer Produktbildung als auch in ihrem 

Reaktionsmechanismus, was ebenfalls zu einem unterschiedlichen Inhibitionsverhalten führt. Das aktive 

Zentrum besteht wie bei Lysozym aus sechs Bindungsstellen, welche mit der Nomenklatur  

(-3)(-2)(-1)(+1)(+2)(+3) versehen sind. Bei der Hydrolyse des (GlcNAc)6-Substrats wird verstärkt das 

Produkt (GlcNAc)3 gebildet, weshalb die Spaltung zwischen den Positionen (-1) und (+1) stattfindet. 

Mittels H-NMR-Spektroskopie wurde festgestellt, dass die Hydrolyseprodukte der Gerstenkornchitinase 

in der α-Form vorliegen, die der Palmfarnchitinase allerdings in der β-Form. Dies weist darauf hin, dass 

unterschiedliche Reaktionsmechanismen ablaufen. Man spricht im Falle der Gerstenkornchitinase von 

einem ´inverting enzyme`, da durch Inversion das Produkt in der α-Form vorliegt. Die Palmfarnchitinase 

bezeichnet man hingegen als ´retaining enzyme`, da die gebildeten Produkte die β-Form beibehalten (9).  

1.1.1.2.1  Chitinase aus dem Gerstenkorn 

Abb. 8 zeigt den katalytischen Mechanismus der Zuckerhydrolyse für die Chitinase aus dem Gerstenkorn. 

Verantwortlich für den abweichenden Reaktionsmechanismus im Vergleich zu den ´retaining enzymes` 

sind strukturelle Unterschiede im aktiven Zentrum. Der Abstand der beiden katalytisch wirksamen 

Aminosäurereste Glu67 und Glu89 beeinflusst den Hydrolysevorgang. Dieser beträgt im Falle der  

Familie 19 Chitinase aus dem Gerstenkorn 9,3 Å, bei den ´retaining enzymes` dagegen nur 4 – 5 Å. Dies 

führt dazu, dass sich im Falle des ´inverting enzyme` das Wassermolekül, welches zur Hydrolyse benötigt 

wird, gleichzeitig mit dem zu spaltenden Zucker im aktiven Zentrum befindet und das als 

Übergangsprodukt gebildete Oxocarboniumion von der α-Seite her angreift, um die Reaktion 

abzuschließen. Der größere Abstand zwischen den beiden Aminosäuren ermöglicht dem Wassermolekül, 

sich zwischen dem anomerischen C1-Atom und dem Sauerstoff der Carboxylgruppe der Glu89, welche 

hier als Base fungiert, zu positionieren. Dies führt zur Inversion der Reaktionsprodukte. Glu89 dient an 
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dieser Stelle nicht nur der Aktivierung des Wassermoleküls, sondern auch der Stabilisierung des 

Oxocarboniumions (9). 

 

Abb. 8 Katalytischer Mechanismus der Hydrolysereaktion der Gerstenkornchitinase. Abbildung entnommen aus (9). 

1.1.1.2.2 Chitinase aus japanischem Palmfarn 

Die Palmfarnchitinase gehört zur Chitinase Familie 18 und zählt somit zu den ´retaining enzymes`. Der 

katalytische Mechanismus ist in Abb. 9 dargestellt und wird als `substrate-assisted mechanism´ 

bezeichnet (21). Bei den Chitinasen aus der Familie 18 konnte man neben der Aminosäure, welche als 

Protonendonator fungiert, keine zweite Aminosäure ausfindig machen, welche das Übergangsprodukt 

stabilisiert, wie es bei Lysozym und den Chitinasen der Familie 19 der Fall ist. Daher wurde vermutet, 

dass das mutmaßliche Oxocarboniumion nach der Spaltung der glykosidischen Bindung über die  

N-Acetylgruppe stabilisiert wird. Dies könnte über eine kovalente Bindung zwischen dem  

C1-Kohlenstoff und dem Carbonylsauerstoff der Acetylgruppe des zu spaltenden Zuckers, was zu einem 

Oxazoliniumion als Übergangsprodukt führt, geschehen. Dieser Mechanismus benötigt keine zweite 

Aminosäure zur Stabilisierung und führt wie im Falle des Lysozyms zu Reaktionsprodukten, welche in 

der β-Form vorliegen (9). 
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Abb. 9 Katalytischer Mechanismus der Hydrolysereaktion der Palmfarnchitinase. Abbildung entnommen aus (9). 

Versuche mit dem Inhibitor Allosamidin (Abb. 10), welcher eine Oxazolin-Einheit aufweist und 

vorwiegend Chitinasen der Familie 18 sehr stark inhibiert, Lysozym hingegen nicht, unterstützen die 

Annahme, dass der `substrate-assisted mechanism´ für diese Enzyme zutreffend ist (22). 

 

Abb. 10 Struktur von Allosamidin. Abbildung entnommen aus (9). 

1.1.1.3  Chitosanasen 

Chitosanasen hydrolysieren die β-1,4-glykosidische Bindung des Chitosans. Dieses Polysaccharid besteht 

hauptsächlich aus D-Glucosamin (GlcN) Einheiten mit einem variablen Anteil an N-Acetyl-D-

glucosamin (GlcNAc). Chitosan ist demnach das deacetylierte Derivat des Chitins. Chitosan wird im 

biomedizinischen Bereich (z.B. als Cholesterin-senkendes Mittel (23)) sowie im landwirtschaftlichen und 
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ökologischen Bereich eingesetzt. Die Oligosaccharide des Chitosans können in höheren Pflanzen die 

Bildung krankheitsbezogener Proteine induzieren und somit das Abwehrsystem der Pflanze verstärken, 

indem sie aktive Resistenzreaktionen auslösen (24). Chitosanasen werden im Pflanzenschutz gegen 

Pilzkrankheiten eingesetzt, da sie in der Lage sind, Zellwände der Zygomyceten (Jochpilze), welche als 

einzige Pilze neben Chitin auch Chitosan in ihrer Zellwand enthalten, abzubauen (25). In dieser Arbeit 

wurde eine Endo-Chitosanase aus Streptomyces sp. N174 und eine Exo-Chitosanase (Exo-β-

Glucosaminidase) aus Amycolatopsis orientalis untersucht.  

1.1.1.3.1 Endo-Chitosanase aus Streptomyces sp. N174  

Die Endo-Chitosanase aus Streptomyces sp. N174 besitzt eine sehr ähnliche Kristallstruktur wie die 

Chitinase aus dem Gerstenkorn, obwohl sie eine unterschiedliche Substratspezifität aufweist. Die Endo-

Chitosanase besitzt ebenfalls sechs Bindungsstellen im aktiven Zentrum, welche mit der Nomenklatur  

(-3)(-2)(-1)(+1)(+2)(+3) versehen sind. Die Spaltung des Substrats erfolgt zwischen den Positionen  

(-1) und (+1) (Abb. 11), aber im Gegensatz zur Chitinase kann nur das deacetylierte Oligosaccharid 

(GlcN)n hydrolysiert werden. Die gebildeten Reaktionsprodukte liegen invertiert, also in der α-Form vor, 

weshalb die Endo-Chitosanase zu den ´inverting enzymes` zählt (26). 

 

Abb. 11 Katalytischer Mechanismus der Hydrolysereaktion der Endo-Chitosanase aus Streptomyces sp. N174. 
Abbildung entnommen aus (25). 

Bei diesem Enzym sind die beiden Aminosäuren Glu22 und Asp40 als Protonendonator (Säure) und 

Protonenakzeptor (Base) am katalytischen Mechanismus beteiligt (27). Die Entfernung zwischen diesen 

beiden Resten beträgt in der modellierten Struktur des Enzym-(GlcN)6-Komplexes 12 Å und bietet somit 

ausreichend Platz, um ein Wassermolekül zwischen Asp40 und der Bindungsstelle (-1) zu positionieren 

(28). Dies führt zu einem nukleophilen Angriff an das C1-Atom von der α-Seite und somit zu einer 

Inversion der gebildeten Produkte. 

 



Kapitel 1: Einleitung 

  13 

1.1.1.3.2 Exo-Chitosanase aus Amycolatopsis orientalis 

In der Literatur finden sich viele Informationen über Endo-Chitosanasen wie z.B. Aminosäuresequenzen, 

Röntgenstrukturdaten, welche zur Aufklärung der Enzymstruktur beitragen. Mit Hilfe dieser strukturellen 

Aussagen wurden molekulare Mechanismen der Chitosan-Hydrolyse diskutiert. Des Weiteren lieferten 

zielgerichtete Mutageneseanalysen Aussagen über das katalytische Zentrum und den 

Substraterkennungsmechanismus. Im Falle der Exo-Chitosanase aus Amycolatopsis orientalis liegen 

bislang nur sehr wenige Studien vor. Dieses Enzym spaltet ebenso wie die Endo-Chitosanase die β-1,4-

glykosidische Bindung des Chitosans. Das aktive Zentrum besitzt sechs Substratbindungsstellen, welche 

mit der Nomenklatur (-2)(-1)(+1)(+2)(+3)(+4) versehen sind (29). Die Exo-Chitosanase spaltet, im 

Gegensatz zur Endo-Chitosanase, welche das Substrat in der Mitte hydrolysiert, vom nicht-reduzierenden 

Ende jeweils ein (GlcN)-Molekül ab (30). Die Spaltung findet zwischen den Positionen  

(-1) und (+1) statt. Aufgrund der positiven freien Bindungsenergie an der Substratbindungsstelle (-2) 

erfolgt dort keine Bindung des Substrats. Dies führt zu einer Bindung des (GlcN)6-Substrats an die 

Positionen (-1) bis (+5), dies ist in Abb. 12 schematisch dargestellt. Somit entsteht auch bei der 

Hydrolyse des Hexasaccharids (GlcN)6 als Produkt ein (GlcN)-Molekül und das um diese (GlcN)-Einheit 

verkürzte (GlcN)5-Saccharid (29). 

 

 

Abb. 12 Schematische Darstellung der Spaltungsposition der Exo-Chitosanase aus Amycolatopsis orientalis am 
Beispiel des (GlcN)6-Substrats. 

Mit Hilfe der zielgerichteten Mutagenese wurden die Aminosäuren Asp469 und Glu541 in diesem Enzym 

als katalytische Säure und Base identifiziert. Bei der Exo-Chitosanase handelt es sich im Gegensatz zur 

Endo-Chitosanase um ein `retaining enzyme´, da die durch die Hydrolyse gebildeteten Produkte wieder in 

der β-Form vorliegen. Dieses Enzym kann neben den Oligosacchariden (GlcN)4, (GlcN)5 und (GlcN)6 

auch die kürzerkettigen Zucker (GlcN)2 und (GlcN)3 spalten (29). 

1.1.1.4 Transglykosylierung 

Die Transglykosylierung stellt im Gegensatz zur Hydrolyse eine Polymerisierungsreaktion dar, d.h. die 

eingeleitete Spaltung wird nicht durch die Diffusion eines Wassermoleküls ins aktive Zentrum beendet, 

sondern durch die Diffusion eines weiteren Zuckers. Diese Reaktion wurde mit den klassischen 
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Detektionsmethoden (UV, Refraktometrie) allerdings nur bei den ´retaining enzymes`, wie z.B. Lysozym 

oder den Chitinasen aus der Familie 18 (Palmfarnchitinase), beobachtet, bei den ´inverting enzymes`, wie 

z.B. der Endo-Chitosanase oder den  Chitinasen aus der Familie 19 (Gerstenkornchitinase), hingegen 

nicht (9). Um diese Theorie zu untermauern, wurde im Phagen T4 Lysozym, das zu den ´inverting 

enzymes` gehört und somit keine Transglykosylierungsreaktion katalysiert, die Aminosäure Threonin26 

(Thr26) zu einem Histidin mutiert (31). Im Wildtyp des Phagen T4 Lysozyms ist das zur Hydrolyse 

benötigte Wasser zwischen Asp20 und dem Zuckerrest an der Bindungsstelle (-1) lokalisiert und über 

eine Wasserstoffbrücke an die Hydroxylgruppe des Thr26 gebunden. Die Substitution des Threonins zu 

Histidin führte dazu, dass die Reaktionsprodukte des mutierten Phagen T4 Lysozyms in der β-Form 

vorlagen und das nun vorhandene ´retaining enzyme` die Fähigkeit besaß, eine 

Transglykosylierungsreaktion zu katalysieren (32). Dies lässt darauf schließen, dass ausschließlich 

´retaining enzymes` aufgrund ihres vorliegenden Reaktionsmechanismus in der Lage sind, auch 

Transglykosylierungsreaktionen zu katalysieren. Da beim Reaktionsmechanismus der ´inverting 

enzymes` das zur Hydrolyse benötigte Wasser schon zu Beginn der Katalyse im aktiven Zentrum 

lokalisiert ist, besteht hier keine Möglichkeit einer Zuckerdiffusion ins katalytische Zentrum, welche bei 

den ´retaining enzymes` vermutlich zur Transglykosylierungsreaktion führt (9).  

 

1.1.2 Oxidoreduktasen – Cyclooxygenase-1 

Unter dem Begriff Oxidoreduktasen fasst man eine Gruppe von Enzymen zusammen, die in der Lage sind, 

Redoxreaktionen zu katalysieren. Sie bilden im Nomenklatursystem der IUBMB die 1. Enzymklasse und 

werden in fünf verschiedene Gruppen eingeteilt. Man unterscheidet zwischen Oxygenasen, Oxidasen, 

Dehydrogenasen, Reduktasen und Peroxidasen (1). Zu den Oxidoreduktasen zählt das Enzym 

Cyclooxygenase-1 (COX-1), auch bekannt unter dem Namen Prostaglandin H2 Synthase (PGHS). COX-1 

katalysiert die Umwandlung von Arachidonsäure in Prostaglandin H2 (PGH2). Die Biosynthese des 

Produkts PGH2 erfolgt über das Zwischenprodukt Prostaglandin G2 (PGG2). Hierbei findet in einer ersten 

Cyclooxygenasereaktion eine Anlagerung von zwei Sauerstoffmolekülen statt. In der anschließenden 

Peroxidasereaktion erfolgt die Reduktion des Hydroperoxid-Intermediats zum Hydroxid PGH2 (Abb. 13) 

(33). 

Bei COX-1 handelt es sich um ein integrales Membranprotein, welches in seiner aktiven Form als 

Homodimer vorliegt, wobei jede Untereinheit ein aktives Zentrum sowohl für eine Cyclooxygenase- als 

auch eine Peroxidasereaktion aufweist. Das aktive Zentrum der Peroxidase liegt an der Oberfläche des 

Proteins in einer kugelförmigen Anordnung, der größtenteils hydrophobe Substratkanal des aktiven 

Cyclooxygenase-Zentrums erstreckt sich hingegen von der Membran weg in das Innere des Enzyms  

(33, 34). 
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Abb. 13 Die von COX-1 katalysierten Reaktionsschritte zur Synthese von Prostaglandin H2. Abbildung verändert 
nach (35). Abkürzungen siehe Erläuterungen im Text. 

COX-1 ist somit ein bifunktionelles, membrangebundenes Enzym, welches den entscheidenden Schritt in 

der Prostanoidsynthese katalysiert. Prostanoide wiederum sind Mitglieder einer großen Gruppe an 

bioaktiven, oxygenierten C18 – C20 Verbindungen. In Säugern stellt hierbei die Arachidonsäure den 

Hauptvorläufer der Prostanoide dar. Nach der reizinduzierten Hydrolyse von Arachidonsäure aus 

Glycerophospholipiden mittels Phospholipase A2 wird diese von der Häm-abhängigen Cyclooxygenase-

Reaktion zu PGG2, einem 9,11-endoperoxid-15-hydroperoxid Produkt, umgesetzt. In der folgenden 

Peroxidase-Reaktion wiederum wird das entstandene PGG2 zu PGH2 reduziert (36, 37). In den sich 

anschließenden Schritten werden mittels verschiedener spezifischer Synthasen, aber auch auf nicht-

enzymatischem Wege, biologisch aktive Prostanoide wie PGE2, PGF2α, PGI2, PGD2 oder Thromboxan A2 

gebildet, welche für zahlreiche physiologische Funktionen wichtige zelluläre Antworten regulieren (34). 

Aus diesem Grund stellen Cyclooxygenasen im Bereich der Schmerzbekämpfung die Angriffspunkte von 

nichtsteroidalen antiinflammatorischen Pharmaka (NSAIDs) wie Aspirin und Ibuprofen dar (33, 36). 
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1.2 Klassische Methoden zur Untersuchung von Enzymreaktionen  

Enzymatische Reaktionen werden häufig mittels spektroskopischer Methoden untersucht. Diese Form der 

Analyse bedingt oftmals eine geeignete Markierung, um die zu untersuchenden Moleküle mit 

spektroskopischen Eigenschaften auszustatten (38, 39). Diese synthetischen Substrate können wiederum 

ein verändertes Verhalten aufweisen und somit verfälschte Kinetik-Daten liefern (40, 41). Außerdem 

können sich spektroskopische Eigenschaften verschiedener farbgebender Gruppen überlagern und zu 

falschen Ergebnissen führen (42). Zur Detektion werden oftmals Refraktometer oder UV/VIS-Detektoren, 

welche Nachweisgrenzen von µmol/L bzw. nmol/L aufweisen, verwendet. Daher ist der Einsatz von 

Substratkonzentrationen im millimolaren (mmol/L) Bereich üblich. Höhere Empfindlichkeiten können 

beim Einsatz der Fluoreszenzmessung oder der Radiometrie erreicht werden. Aber auch bei der 

Fluoreszenzmessung muss in den meisten Fällen eine Markierung der Substanzen vor der Analyse 

erfolgen. Radioaktiv markierte Substanzen besitzen den Vorteil, dass sie die gleiche chemische Struktur 

wie das natürliche Substrat aufweisen. Allerdings sind solche Substrate nur schwer erhältlich und die 

Herstellung ist sehr zeitaufwendig und kostspielig. Zusätzlich muss bei dieser Methode der 

gesundheitliche Aspekt und die anschließende Entsorgung des radioaktiven Materials berücksichtigt 

werden (40). Des Weiteren muss bei den klassischen Methoden zu jedem Analysezeitpunkt ein Aliquot 

entnommen und die Reaktion mittels Temperatur- oder pH-Veränderung abgestoppt werden. Dieser 

Temperatur- bzw. pH-Sprung kann die Lösungsbedingungen so stark beeinflussen, dass es zu einer 

Veränderung der Assay-Zusammensetzung kommen kann. Ebenso kann ein unvollständiges Abstoppen 

der Reaktion die erhaltene Kinetik beeinflussen. Des Weiteren ist in den meisten Fällen nach dem 

Abstoppen der Reaktion eine zeitaufwendige Trennung der einzelnen Komponenten (z.B. mittels  

High-Performance-Liquid-Chromatography - HPLC) vor der eigentlichen Detektion notwendig. In 

Abb. 14 sind beispielhaft die mittels HPLC-Trennung und anschließender refraktometrischer Detektion 

erhaltenen Zeitkurven einer enzymatischen Hydrolyse dargestellt (24). 

 

Abb. 14 Mittels refraktometrischer Detektion ermittelte Zeitkurven der (GlcN)6-Hydrolyse, katalysiert durch Endo-
Chitosanase aus Streptomyces sp. N174. Abbildung entnommen aus (24). 
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Jeder Messpunkt stellt ein zu dieser Zeit entnommenes Aliquot dar, das nach Abstoppen der Reaktion 

mittels HPLC zur Bestimmung der einzelnen Zuckerkonzentrationen aufgetrennt wurde. Um diese hier 

dargestellten kinetischen Daten zu erhalten, ist eine Analysenzeit bedingt durch die aufwendige HPLC-

Trennung von bis zu 12 h erforderlich. Da die Messung im Batch und somit nur punktuell in bestimmten 

Zeitabständen erfolgt, ist zusätzlich ein Interpolieren der einzelnen Messpunkte nötig, um die 

Abbaukurve des Substrats und die Entstehungskurven der Produkte aufzuzeigen. Je nach Art des 

Substrats und entstehender Produkte wird diese Methode durch die HPLC-Trennung limitiert. 

Insbesondere die chromatographische Auftrennung von Zuckern ist nur sehr schwer zu bewerkstelligen 

und ist bei einer komplexeren Zusammensetzung des Assays nicht mehr möglich (29). Des Weiteren zeigt 

sich an diesem Beispiel, dass Substratkonzentrationen im Millimolar-Bereich eingesetzt werden müssen, 

um eine Detektion der Zucker zu ermöglichen. Eine weitere oftmals angewandte Trennmethode ist die 

Dünnschichtchromatographie, aber dieses Verfahren erlaubt keine präzise Quantifizierung der  

Substanzen (43). 

 

1.3 Massenspektrometrie (MS) 

1.3.1 Grundlagen der Massenspektrometrie 

Die Massenspektrometrie stellt ein hoch empfindliches Verfahren der instrumentellen Analytik dar. Seit 

den 1950er Jahren fand sie Anwendung in der organischen Chemie. Es existiert mittlerweile eine große 

Anzahl an unterschiedlichen Massenspektrometertypen, welche z.B. auf die Analytik von Elementen, von 

kleinen gasförmigen Molekülen oder von Biomolekülen und Biopolymeren spezialisiert sind. Ein 

Massenspektrometer besteht aus drei wesentlichen Bauteilen: der Ionenquelle, dem Analysator und dem 

Detektor (44). Dieser Aufbau ist in Abb. 15 am Beispiel eines ESI-Tof-MS (Elektrospray-Ionisations 

Time-of-Flight Massenspektrometer) dargestellt.  

Die Trennung der zu untersuchenden Moleküle erfolgt nach ihrem Masse-zu-Ladungs-Verhältnis  

(m/z-Verhältnis). Demnach müssen vor der Analyse Ionen der zu untersuchenden Moleküle erzeugt 

werden, um diese dann im Analysator aufzutrennen. Die Ionisierung erfolgt in der sogenannten 

Ionenquelle. Historisch gibt es viele unterschiedliche Ionisationsmethoden. Bedeutend für die 

Untersuchung von Proteinen und Peptiden sind vor allem die Elektrospray-Ionisation (ESI) und die 

Matrix unterstützte Laser-Desorption/Ionisation (MALDI) (45). Seit der Einführung von ESI-MS (46) 

und MALDI-MS (47, 48) als neue Werkzeuge für die massenspektrometrische Analyse von großen 

Biomolekülen in Lösung, wurde in vielen Studien die erfolgreiche Anwendung dieser beiden Techniken 

zur Untersuchung enzymatischer Reaktionen bewiesen (49). Diese beiden Methoden weisen sich durch 

ihr schonendes Ionisierungsverfahren aus, welches es ermöglicht, große Biomoleküle, wie beispielsweise 

Proteine, unzersetzt in die Gasphase zu transferieren. 
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Abb. 15 Aufbau eines ESI-ToF-MS. 

Neben der Einführung von ESI und MALDI war die Entwicklung leistungsfähiger und zuverlässiger 

Massenanalysatoren ein zentraler Faktor für den Einzug der Technik in die Bioanalytik. Die Quadrupol-

Analysatoren, die Ionenfallen und die Flugzeit (ToF)-Analysatoren gehören hierbei zu den 

Schlüsseltechnologien. In den 1940er Jahren wurde bereits das Prinzip der Flugzeit-Massenspektrometrie 

entwickelt. Die m/z-Bestimmung erfolgt hier anhand der Flugzeit der einzelnen Ionen. Dazu werden die 

Ionen durch einen kurzen Spannungsstoß beschleunigt und auf einer feldfreien Flugstrecke aufgrund ihrer 

massenabhängigen Flugzeit (leichtere Moleküle besitzen bei gleicher Ladung eine höhere 

Geschwindigkeit als schwerere Moleküle) zu unterschiedlichen Zeiten detektiert. Zurzeit sind 

Massenbestimmungen mit einer Genauigkeit von etwa 2 ppm möglich. Außerdem kann mit dieser 

Technik eine sehr hohe Massenauflösung erreicht werden. Als Detektoren werden häufig Photomultiplier, 

Sekundärelektronenvervielfacher oder Faraday-Auffänger verwendet.  

Jedes Molekül besitzt hinsichtlich der Zusammensetzung seiner Atome und deren natürlich auftretenden 

Isotope (z.B. natürlich auftretende Isotope für Kohlenstoff: 12C: 98,9%, 13C: 1,1%) ein spezifisches 

Isotopenmuster. Mit Hilfe dieses Isotopenmusters ist es möglich, den Ladungszustand der einzelnen 

Moleküle zu bestimmen. Ist das m/z-Verhältnis bekannt, kann daraus die molekulare Masse der 

jeweiligen Substanz berechnet werden (50). 
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1.3.2 Massenspektrometrie zur Untersuchung von Enzymreaktionen 

Die Massenspektrometrie ist aufgrund der Trennung der erzeugten Ionen nach ihrem m/z-Verhältnis von 

spektroskopischen Eigenschaften des Analytmoleküls unabhängig. Eine oftmals aufwendige und teure 

Markierung der eingesetzten Substanzen ist daher nicht notwendig (41). Dies bietet den Vorteil, dass bei 

der Untersuchung enzymatischer Reaktionen das native Substrat eingesetzt werden kann und somit eine 

mögliche Verfälschung der Enzymkinetiken durch Einsatz eines modifizierten Substrats nicht gegeben ist. 

In den letzten Jahren wurde eine Vielzahl an massenspektrometrischen Studien veröffentlicht, in denen 

die enzymatische Reaktion zu verschiedenen Zeiten abgestoppt wurde und die entstandenen Produkte im 

Anschluss offline mittels MS vermessen wurden (quenched-flow technique) (40, 41, 49). Des Weiteren 

gibt es hierzu auch einige Studien, welche durch Einsatz eines internen Standards quantitative Daten mit 

Hilfe der Massenspektrometrie ermitteln konnten (51-53). 

Außerdem können mit Hilfe der Massenspektrometrie Substrat, Produkte, Enzym und die gebildeten 

Enzym-Komplexe simultan während einer Messung detektiert werden (54). 1991 wurden erstmals 

Enzym-Substrat- und Enzym-Produkt-Komplexe der von Lysozym katalysierten Hydrolyse des 

(GlcNAc)6-Substrats massenspektrometrisch vermessen (55). Henion und seine Mitarbeiter gingen 

damals von einem nicht-kovalenten Komplex aus, aber eine im Jahre 2001 veröffentlichte Studie (14) 

belegt, dass beim Lysozym-(GlcNAc)6-Komplex eine kovalente Bindung vorliegt. Doch für viele andere 

Enzym-Ligand-Komplexe ist dies noch nicht geklärt.  

Wird bei der massenspektrometrischen Detektion als Ionisationsmethode die Elektrospray-Ionisation 

(ESI) eingesetzt, müssen die zu detektierenden Ionen bereits in der Lösung vorliegen. Der Sprayprozess 

dient nur der Verdampfung des Lösemittels und nicht der Ionenerzeugung. Eine Limitierung der ESI-

Methode sind die anwendbaren Salze, welche bei dieser Technik grundsätzlich leichtflüchtig sein müssen 

(56). Während  des Sprayprozesses wird zugleich die Reaktion gestoppt, weshalb keine Quenching-

Reaktion im Voraus erforderlich ist. Die Elektrospray-Ionisation bietet zudem die Möglichkeit, im 

continuous-flow Modus zu arbeiten, d.h. die zu vermessende Enzymlösung wird kontinuierlich in das 

Massenspektrometer eingebracht (57). Als Resultat erhält man eine Echtzeitmessung der enzymatischen 

Reaktion. Diese Form der Untersuchung von enzymatischen Reaktionen wurde erstmals von Lee et. al 

unter anderem am Beispiel der Laktase-katalysierten enzymatischen Hydrolyse von O-Nitrophenyl-β-D-

galactopyranosid entwickelt (58). Seither wurden verschiedene continuous-flow Techniken mit 

massenspektrometrischer Detektion eingesetzt, um enzymatische Reaktionen zu untersuchen (59-62). Die 

meisten dieser Methoden werden zur Bestimmung von quenched-flow Assays genutzt oder zur 

Vermessung von stopped-flow Assays, die Aussagen über die Anfangsphase einer Enzymreaktion liefern 

(pre-steady-state) (40, 41). Bisher lieferten online Messungen meist Daten niedriger Qualität aufgrund 

schlechter massenspektrometrischer Kompatibilität und fehlender interner Standards. Neuentwickelte 
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massenspektrometrische Methoden, wie Flussinjektionsanalysen zur Bestimmung von Inhibitoren, zeigen 

die Möglichkeiten der online-gekoppelten massenspektrometrischen Detektion auf (63). 

Da keine aufwendige Trennung der Produkte vor der Detektion erfolgen muss, entspricht die Aufnahme 

der Zeitkurven über eine Stunde der gesamten Analysenzeit. Aufgrund der hohen Sensitivität des 

Massenspektrometers kann die Enzymreaktion mit sehr niedrigen Substratkonzentrationen (µmol/L) 

durchgeführt werden (Nachweisgrenze pro Scan: fmol-Bereich) (64). 

Durch Anwendung einer MS-Software können sowohl der Totalionenstrom (Total Ion Chromatogram = 

TIC) als auch das zu jedem Scan ermittelte Spektrum dargestellt werden (Abb. 16 a und b). Des Weiteren 

ist es möglich, für jeden detektierten m/z-Wert (Abb. 16 c) ein Chromatogramm abzurufen (Extracted Ion 

Chromatogram = EIC) (Abb. 16 d). Diese EICs zeigen das Verhalten einzelner Substanzen über die Zeit 

auf. Im Falle einer enzymatischen Reaktion ist es somit möglich, in einer Messung gleichzeitig den 

Substrat- und den Produktverlauf zu beobachten.  

 

Abb. 16 Möglichkeiten der massenspektrometrischen Datenauswertung. a) Totalionenstrom (TIC) (100 % = 
1,4 x 107 counts), b) Spektrum zu einer bestimmten Zeit (100 % = 3,5 x 105 counts), c) Zoom ins Spektrum (100 % = 
1,3 x 105 counts), d) Chromatogramm einer bestimmten m/z (EIC) (100 % = 1,3 x 106 counts). 
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Der Einsatz einer bekannten Substanz als interner Standard dient der Kontrolle des zu untersuchenden 

Systems (53). Mögliche Änderungen in der Sensitivität des Detektors oder auftretende 

Signalunterdrückungen können mit Hilfe des internen Standards erkannt und korrigiert werden. Wichtig 

ist hierbei, dass die eingesetzte Standardsubstanz eine strukturelle Ähnlichkeit mit den zu untersuchenden 

Molekülen aufweist, aber nicht mit Assay-Komponenten reagiert oder Komplexe ausbildet. Ebenso kann 

der interne Standard auch zur Massenkorrektur herangezogen werden, um mögliche 

Massenverschiebungen während einer Messung zu korrigieren. 

Die Massenspektrometrie bietet im Vergleich zu den spektroskopischen Methoden den Vorteil, dass eine 

Enzymreaktion nicht nur anhand des Substratabbaus bzw. der Produktbildung untersucht werden kann, 

sondern es können mit dieser Detektionsmethode teilweise auch die gebildeten Komplexe analysiert 

werden und einen vollständigeren Einblick in die enzymatische Reaktion gestatten. 

Im Falle der nicht-kovalenten Komplexe wird die Frage diskutiert, ob Spezifitäten und Affinitäten, 

welche mit Hilfe der Massenspektrometrie in Gasphase bestimmt wurden, mit denen in Lösung 

vergleichbar sind (11). In den letzten Jahren wurde dieses Thema sehr kontrovers diskutiert, besonders 

hinsichtlich energetischer, struktureller und technischer Gesichtspunkte (64-71). Massenspektrometrische 

Studien der letzten Jahre belegen, dass in einigen Fällen die ermittelten Affinitäten in Gasphase sehr gut 

mit Daten, welche in Lösung bestimmt wurden, vergleichbar waren. So konnten z. B. für Lysozym und 

seinen Feedback-Inhibitor (GlcNAc)3 mittels massenspektrometrischer Detektion Dissoziations-

konstanten ermittelt werden (54, 72-75), welche sehr gut mit Ergebnissen spektroskopischer Methoden 

übereinstimmten (76, 77). 
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2 Ziel der Arbeit 
 

Die Charakterisierung von Enzymen bezüglich ihrer Aktivität und Regulation ist in vielen industriellen 

Bereichen von großer Bedeutung. Ziel dieser Arbeit war es daher, ein schnelles und sensitives in vitro- 

System zur Untersuchung enzymatischer Reaktionen zu entwickeln. Aus diesem Grund wurde als 

Detektionsmethode die Massenspektrometrie eingesetzt (Abb. 17). Diese bietet neben einer hohen 

Sensitivität und somit niedrigen Nachweisgrenze eine hohe Selektivität und demnach die Möglichkeit, 

Substanzen mit unterschiedlichen Molekularmassen ohne zusätzliche Markierung simultan zu detektieren.  

 

Abb. 17 Übersicht der möglichen Untersuchungsbereiche mittels massenspektrometrischer Detektion. 

In der vorliegenden Studie sollte zunächst zur Entwicklung und Optimierung der massen-

spektrometrischen Methode die Lysozym-katalysierte Hydrolyse des (GlcNAc)6 untersucht werden. Im 

Anschluss sollte Lysozym hinsichtlich seiner Hydrolyseaktivität und Reaktionswege analysiert werden. 

Außerdem sollten anhand der detektierten Enzym-Ligand-Komplexe Aussagen über Spezifitäten und 

Affinitäten in Form von Dissoziationskonstanten getroffen werden. Zusätzlich sollten Inhibitionsstudien 

anhand der Bestimmung relativer IC50-Werte Informationen über Dosis-Wirkungsbeziehungen liefern. 

Aufbauend auf das Lysozym-Modellsystem sollte die massenspektrometrische Methode auf weitere 

Enzyme aus der Gruppe der Glykosidasen angewandt werden. Es sollten ebenfalls Messungen im 

Hinblick auf Hydrolyseaktivitäten, Reaktionswege, Affinitäten und inhibitorische Effekte erfolgen. Des 

Weiteren sollten die quantitativen Zeitkurven der jeweiligen Hydrolysereaktion zur in silico-Analyse von 

Reaktionskinetiken herangezogen werden. Mit Hilfe dieser Datenanalyse sollte die Bestimmung 

verschiedener Reaktionsparameter (Geschwindigkeitskonstanten; freie Bindungsenergien der einzelnen 

Substratbindungsstellen), welche weitere Informationen zur Enzymcharakterisierung liefern, erfolgen. 

Abschließend sollte neben der Miniaturisierung und Automatisierung des Lysozym-Assays, welche es 

ermöglichten mit kleinsten Probevolumina zu arbeiten, die hier entwickelte massenspektrometrische 

Methode auf ein komplexeres Enzymsystem übertragen werden. Als Enzymreaktion wurde die von 

Cyclooxygenase-1 katalysierte Umwandlung von Arachidonsäure in Prostaglandin H2 ausgewählt. Es 

sollte überprüft werden, ob es möglich ist, komplexere Enzymreaktionen, welche von unterschiedlichen 

Faktoren abhängig sind, massenspektrometrisch kompatibel zu gestalten und Enzymaktivitäten zu 

bestimmen. 
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3 Materialien und Methoden 

3.1 Materialien 

Lysozym aus Hühnereiweiß (~ 95 %, MW 14306 Da), Malantide (interner Standard (IS), ≥ 97 %, 

MW  1633,89 Da) und Ammoniumformiat (≥ 99,995 %, MW 63,06) wurden von Sigma Aldrich 

(Steinheim, Deutschland) bezogen, Ammoniumhydrogencarbonat (≥ 99,5 %, MW 79,06) von Fluka 

Biochemika (Buchs, Schweiz), Ammoniumacetat (≥ 98 %, MW 77,08), Natriumacetat (≥ 99,0 %, 

MW 82,03), Essigsäure, Ammoniak und Methanol (gradient grade für die Flüssigkeitschromatographie) 

von Merck (Darmstadt, Deutschland). Das zur Herstellung der Lösungen verwendete entsalzte Wasser 

wurde aus einer Milli-Q-Anlage (Millipore, Eschborn, Deutschland) entnommen. 

β-1,4-verknüpfte Chitosan Oligosaccharide (GlcN, 2-Amino-2-deoxy-D-glucopyranose) mit einem 

Polymerisierungsgrad n, n = 1 – 6 und β-1,4-verknüpfte Chitin Oligosaccharide (GlcNAc, N-Acetyl-D-

glucosamin) mit einem Polymerisierungsgrad n (n = 1 – 6) und Allosamidin wurden von Seikagaku 

Kogyo Co. (Tokyo, Japan) bezogen. 

Hematin, Linolensäure, Phenol und Raffinose (interner Standard) wurden von Sigma Aldrich (Steinheim, 

Deutschland) bezogen. Arachidonsäure und ovine COX-1 wurden bei Cayman Europe (Tallinn, Estland) 

erworben.  

 

3.2 Methoden 

3.2.1 Massenspektrometrische Überprüfung der Reinheit der Oligosaccharide 

Zur Bestimmung der Reinheit der verschiedenen Zucker wurden MS- und MS/MS-Messungen mit 

25 µM-Lösungen des jeweiligen Oligosaccharids (GlcN)n (n = 1 – 6) und (GlcNAc)n (n = 1 – 6) 

durchgeführt. Die Messungen erfolgten an einem Tandem-Massenspektrometer (Q-ToF Ultima API) von 

Waters-Micromass (Manchester, UK), welches mit einer Elektrospray-Ionisationsquelle ausgestattet war. 

Die Lösungen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 hergestellt und mit einem Fluss von 

5 µL/min in die Ionisationquelle gepumpt. Es wurden folgende Einstellungen vorgenommen: 

Ionisationsquelle 150 °C, Zerstäubergastemperatur 80 °C, Trocknungsgasfluss 250 L/h. Für die 

Datenerfassung der MS/MS-Messungen wurde das Eltern-Ion bei einer hohen Auflösung (Massefenster 

von ca. 1 Dalton) ausgewählt, um nur die Transmission des Eltern-Ions zu erlauben. Die Spannung der 

Kollisionszelle lag wie im MS-Scan-Modus bei 10 eV. Die Instrumentenkontrolle, die Datenerfassung 

und Datenbearbeitung erfolgte mit der MassLynx Software (Version 4.0). 
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3.2.2 Enzym-Herstellung  

Die Enzym Herstellung der Chitinasen und Chitosanasen erfolgte an der Kinki Universität in Japan am 

Institut für Advanced Bioscience in der Arbeitsgruppe von Herrn Tamo Fukamizo. 

Die Exo-Chitosanase aus Amycolatopsis orientalis und die Endo-Chitosanasen aus Streptomyces sp. N174 

wurden über ein rekombinantes System exprimiert, welches im heterologen Wirtsstamm Streptomyces 

lividans TK-24 etabliert wurde (78). 

Expressionsplasmide des Wildtyps und der E67Q-Mutante der Gerstenkornchitinase wurden in E. coli 

Origami(DE3)pLysS transformiert (79). 

Die E. coli Expressionsvektoren für die Palmfarnchitinase und ihre Mutanten W197A und F166A wurden 

in E. coli BL21(DE3) transformiert (20). 

 

3.2.3 Photometrische Bestimmung der Enzymkonzentration 

Die Konzentrationen der Enzymlösungen wurden mittels UV-Absorption bei 280 nm bestimmt. Der zur 

Berechnung der Konzentration verwendete Extinktionskoeffizient wurde mit Hilfe der Gleichung von 

Pace et al. (80) ermittelt. 

 

3.2.4 Massenspektrometrische Methode zur Untersuchung von Enzymreaktionen 

Nach Zugabe des Substrats zur Enzymlösung wurde die Enzym-Assay-Lösung vermischt und 

anschließend in einer 500 µL Glasspritze (Hamilton-Bonaduz, Schweiz) aufgezogen. Mit Hilfe einer 

Spritzenpumpe (model 11 Plus, Harvard Apparatus, Hugo Sachs Elektronik, Hugstetten, Deutschland) 

wurde die zu vermessende Lösung über ein Tubing (1/16”x ID 0,13 mm, Länge 200 mm) mit einer 

Flussrate von 5 µL/min in die Elektrospray-Ionisationsquelle gepumpt (Abb. 18). 

 

 

Abb. 18 Schematische Abbildung des eingesetzten Versuchsaufbaus. 

Das Mischen der Lösung und das anschließende Befüllen der Glasspritze führten dazu, dass die ersten  

2 – 3 Minuten der Enzymreaktion nicht detektiert werden konnten. Die Messungen wurden bei 

20 °C ± 2 °C im positiven Ionisationsmodus durchgeführt. Während dieser Arbeit wurden zwei Flugzeit-
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Massenspektrometer (ToF-MS) von Agilent (Santa Clara, USA) benutzt. Zunächst stand ein  LC/MSD 

ToF zur Verfügung, danach ein 6210 ToF LC/MS, beide waren für die Messungen mit einer 

Elektrospray-Ionisationsquelle ausgestattet. Die Messungen wurden bei einer Trocknungsgastemperatur 

von 300 °C, einem Trocknungsgasfluss von 480 L/h und einem Zerstäubergasdruck von 15 psig 

durchgeführt. Des Weiteren wurden eine Kapillarspannung von 4000 V, eine Skimmerspannung von 60 V 

und eine Fragmentorspannung von 150 V bzw. 215 V gewählt. Es wurde über einen Masse zu 

Ladungsbereich (m/z-Bereich) von 160 – 3200 gemessen. Die Datenerfassung erfolgte mit 0,88 Zyklen 

pro Sekunde. Für die Systemkontrolle und die Datenerfassung wurde die Analyst QS Software (LC-MS 

ToF Software, Ver. A.01.00 (B663), Edition: Juni, 2004) von Agilent Technologies (Waldbronn, 

Deutschland) eingesetzt. Zur Überprüfung der Stabilität des Systems wurde Malantide als interner 

Standard (IS) zugesetzt. Die EIC-Signalintensitäten der protonierten Ionen und den zugehörigen 

Natriumaddukten wurden aufsummiert. Im Detail: die aufsummierten Signale des internen Standards sind 

die Signale [IS+2H]2+ und [IS+3H]3+, für (GlcNAc), (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 jeweils die Signale 

[(GlcNAc)n+H]+ und [(GlcNAc)n+Na]+, für (GlcNAc)4, (GlcNAc)5 und (GlcNAc)6 die Signale 

[(GlcNAc)n+H]+, [(GlcNAc)n+2H]2+ und [(GlcNAc)n+Na]+; für die nicht-acetylierten Zucker 

entsprechend die Signale [(GlcN)n+H]+ und [(GlcN)n+Na]+ für (GlcN), (GlcN)2 und (GlcN)3 und die 

Signale [(GlcN)n+H]+, [(GlcN)n+2H]2+ und [(GlcN)n+Na]+ für (GlcN)4, (GlcN)5 und (GlcN)6. Die m/z-

Werte dieser Signale sind im Anhang aufgeführt. Die erhaltenen Zeitkurven wurden mit einem Gaussian 

Filter von 400 % und einem Limit von 10 geglättet. 

3.2.4.1 Auswahl des Salzsystems 

Zunächst wurden jeweils 5 µM Lysozym in den verschiedenen Salzlösungen (Natriumacetat, 

Ammoniumacetat, Ammoniumformiat und Ammoniumhydrogencarbonat jeweils 10 mM) mit einem pH-

Wert von 5,2 gelöst und massenspektrometrisch vermessen. Die pH-Wert Einstellung erfolgte bei 

Natriumacetat und Ammoniumacetat mit Hilfe von Essigsäure, bei Ammoniumformiat mit Ameisensäure 

und bei Ammoniumhydrogencarbonat durch Begasung mit CO2. Die enzymatische Reaktion mit 5 µM 

Lysozym, 1 µM IS und 25 µM (GlcNAc)6 wurde schließlich mit Ammoniumacetat und  

Ammoniumformiat bei pH 5,2 durchgeführt und die enzymatische Aktivität überprüft. 

3.2.4.2 Auswahl des pH-Wertes 

Die enzymatische Reaktion mit 5 µM Lysozym, 1 µM IS und 25 µM (GlcNAc)6 wurde in 10 mM 

Ammoniumacetat bei pH-Werten von 2,2 – 8,2 durchgeführt. Des Weiteren wurde in Ammoniumacetat 

gelöstes Lysozym (c = 5 µM) bei pH-Werten von 2,2 bis 10,2 massenspektrometrisch vermessen. Zur 

pH-Wert Einstellung wurde Essigsäure bzw. Ammoniak verwendet. 
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3.2.4.3 Enzym-Assay zur Bestimmung der Aktivität und der Abbauwege 

Die enzymatische Reaktion wurde in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 durchgeführt. Zunächst wurde das 

jeweilige zu vermessende Enzym mit dem internen Standard (jeweils 1 µM) in Ammoniumacetat 

vorgelegt, anschließend wurde die jeweilige Substratlösung zugegeben. Die Messung wurde sofort nach 

der Zugabe gestartet, weshalb die ersten 2 – 3 Minuten der Reaktion fehlen (siehe Kapitel 3.2.4). Die 

eingesetzten Konzentrationen an Enzym und Substrat sind im Ergebnisteil bei den jeweiligen 

Abbildungen angegeben. Die Bestimmung der Zeitkurven für die Endo-Chitosanasemutanten erfolgte bei 

einer Fragmentorspannung von 215 V. Die erhaltenen Zeitkurven konnten daher nicht mit Hilfe der 

nachfolgend beschriebenen Ionisationsfaktoren korrigiert werden (siehe auch Kapitel 3.2.4.5 

Fragmentierung). 

3.2.4.4 Ionisationsfaktoren 

Zur Bestimmung der Ionisationsfaktoren der einzelnen Oligosaccharide wurden Lösungen 

massenspektrometrisch untersucht, welche jedes Oligosaccharid mit einer Konzentration von 5 µM, 

10 µM, 25 µM bzw. 50 µM enthielten. Je nach eingesetztem Substrat wurden Oligosaccharid-

Mischungen bestehend aus (GlcNAc)n bzw. (GlcN)n mit n = 1 – 6, n = 1 – 5, n = 1 – 4, n = 1 – 3 und  

n = 1 – 2 immer vor der Bestimmung des jeweiligen Enzym-Assays vermessen. Die Oligosaccharid-

Lösungen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 hergestellt. Die Messung erfolgte im positiven 

Ionisationsmodus bei einer Fragmentorspannung von 150 V. Zur Bestimmung der einzelnen 

Ionisationsfaktoren wurde die Intensität von (GlcNAc)2 bzw. (GlcN)2 als Bezugsgröße auf 1 gesetzt, da 

dieses Oligosaccharid in jeder Zucker-Mischung enthalten war. Die Ermittlung der Ionisationsfaktoren 

für die anderen Oligosaccharide erfolgte dann im Verhältnis zur (GlcNAc)2- bzw. (GlcN)2-Intensität. 

Tabelle 1 und Tabelle 2 zeigen beispielhaft ermittelte Ionisationsfaktoren für verschiedene (GlcNAc)n- 

und (GlcN)n-Mischungen. 

Tabelle 1 Ionisationsfaktoren (IonF) für verschiedene (GlcNAc)n-Mischungen 

 IonF 

(GlcNAc) 

IonF 

(GlcNAc)2 

IonF 

(GlcNAc)3 

IonF 

(GlcNAc)4 

IonF 

(GlcNAc)5 

IonF 

(GlcNAc)6 

GlcNAc6-Mix 3,02 1,00 1,16 1,35 1,42 1,32 

GlcNAc5-Mix 3,36 1,00 1,12 1,26 1,37 --- 

GlcNAc4-Mix 3,59 1,00 1,04 1,24 --- --- 

GlcNAc3-Mix 3,81 1,00 1,04 --- --- --- 

GlcNAc2-Mix 3,97 1,00 --- --- --- --- 
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Tabelle 2 Ionisationsfaktoren (IonF) für verschiedene (GlcN)n-Mischungen 

 IonF 

(GlcN) 

IonF 

(GlcN)2 

IonF 

(GlcN)3 

IonF 

(GlcN)4 

IonF 

(GlcN)5 

IonF 

(GlcN)6 

GlcN6-Mix 3,26 1,00 1,40 0,95 0,96 1,06 

GlcN5-Mix 3,20 1,00 1,37 0,93 1,01 --- 

GlcN4-Mix 3,15 1,00 1,40 0,93 --- --- 

GlcN3-Mix 2,82 1,00 1,56 --- --- --- 

GlcN2-Mix 2,75 1,00 --- --- --- --- 

 

3.2.4.5 Fragmentierung 

Zu Beginn dieser Studie wurde die massenspektrometrische Methode bei einer Fragmentorspannung von 

215 V durchgeführt, um eine bessere Transmission der höher geladenen Ionen, wie z.B. Lysozym und 

seine Substrat- und Produkt-Komplexe, zu erreichen. Diese Fragmentorspannung führte allerdings dazu, 

dass die kleineren Oligosaccharide teilweise fragmentiert wurden. Eine Bestimmung der 

Ionisationsfaktoren durch Vergleich der Intensitäten der einzeln gelösten Zucker war nicht möglich, da 

sich z.B. für das Disaccharid (GlcNAc)2 die Ionisationseffizienz des einzeln gelösten Zuckers stark von 

der Ionisationseffizienz in der Mischung zusammen mit anderen Oligosacchariden unterscheidet. Dies 

erforderte eine Bestimmung der Ionisationsfaktoren der jeweiligen Zuckermischungen, welche die Assay-

Bedingungen besser nachahmen. Eine Kalkulation der Ionisationsfaktoren war aber nur bei 

fragmentierungsfreien Messungen möglich, da frei in Lösung vorliegender Zucker und durch 

Fragmentierung entstandener Zucker nicht unterscheidbar sind. Aus diesem Grund wurden die 

Messungen, welche bei einem Fragmentor von 215 V durchgeführt wurden, zwar bezüglich der 

Fragmentierung korrigiert, es konnten aber keine Ionisationsfaktoren bestimmt werden. Dies trifft in 

dieser Arbeit nur auf die Messungen der Endo-Chitosanasemutanten zu. 

Zur Korrektur der Daten hinsichtlich der Fragmentierung wurden 25 µM-Lösungen der einzelnen Zucker 

(GlcNAc)n bzw. (GlcN)n in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 im positiven Ionisationsmodus täglich 

vermessen. Der prozentuale Anteil an Zuckern, welcher durch Fragmentierung und Umlagerung zustande 

kam, wurde für alle Zuckerlösungen ermittelt. Zum Beispiel zeigte die 25 µM-Lösung des (GlcN)6 einen 

Anteil an (GlcN)5 von 12 %, (GlcN)4 von 6 %, (GlcN)3 von 3 %, (GlcN)2 von 2 % und (GlcN) von 4 %, 

welcher allein durch Fragmentierung zustande kam, da alle eingesetzten Zucker mit einer Reinheit von 

nahezu 100 % vorlagen. Der ermittelte Anteil an (GlcN)5, welcher durch die (GlcN)6 Fragmentierung 

verursacht wurde, wurde von der im Enzym-Assay ermittelten (GlcN)5 Intensität abgezogen, um die 

tatsächliche Menge an frei in Lösung vorliegendem (GlcN)5 zu erhalten. Auf die gleiche Art und Weise 
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wurde mit den anderen Zucker verfahren, was schließlich zu fragmentierungsbereinigten Zeitkurven 

führte. 

3.2.4.6 Entfaltungsstudien 

Die massenspektrometrischen Messungen zur Bestimmung der tertiären Struktur der 

Gerstenkornchitinase (3,65 µM) und ihrer E67Q Mutante (8,46 µM) wurden unter nativen (10 mM 

Ammoniumacetat, pH 5.2) und denaturierenden (Ammoniumacetat / Methanol / Essigsäure) Bedingungen 

durchgeführt. Die ermittelten m/z-Werte sind im Anhang aufgeführt. 

3.2.4.7 Spezifitäts- / Affinitätsstudien  

Spezifitätsstudien 

Die Lösungen wurden in 10 mM Ammoniumacetat (pH 5,2) hergestellt. Zur Bestimmung der 

spezifischen Bindung des Feedback-Inhibitors (GlcNAc)3 im Vergleich zum deacetylierten 

Oligosaccharid (GlcN)3 wurden 5 µM Lysozym mit 50 µM (GlcNAc)3 bzw. 50 µM (GlcN)3 vermischt 

und massenspektrometrisch vermessen. 

Affinitätsstudien (Scatchard-Plot) 

Zur Bestimmung der Dissoziationskonstanten (KD) wurde der Scatchard-Plot (81, 82) ausgewählt, da 

sowohl für Lysozym als auch für die Gerstenkornchitinase nur eine Substratbindungsstelle bekannt ist (9). 

Sind mehrere Substratbindungsstellen in einem Enzym bekannt, kann diese Form der Auswertung nur 

angewandt werden, wenn die Bindungsstellen gleichwertig und unabhängig voneinander sind (83). 

Die Lösungen wurden in 10 mM Ammoniumacetat (pH 5,2) hergestellt. Zur Bestimmung der KD-Werte 

für Lysozym und (GlcNAc)2 bzw. (GlcNAc)3 wurden jeweils 5 µM Lysozym mit verschiedenen 

Konzentrationen (5 µM, 10 µM, 25 µM, 50 µM und 100 µM) an (GlcNAc)2 bzw. (GlcNAc)3 vermischt. 

Zur Bestimmung der KD-Werte für die E67Q-Gerstenkornchitinase und die jeweiligen Oligosaccharide 

(GlcNAc)n (n = 2 – 4, 6) wurden jeweils 0,5 µM E67Q-Chitinase mit verschiedenen Konzentrationen 

(12,5 µM, 25 µM, 50 µM und 100 µM) an (GlcNAc)n (n = 2 – 4, 6)  vermischt.  

Die Intensitäten der höchsten Signale (Lysozym: +8; E67Q-Chitinase: +11) für die jeweiligen Komplexe 

und für das frei in Lösung vorliegende Enzym wurden aufsummiert (m/z-Werte siehe Anhang) und die 

erhaltene Intensität gleich der eingesetzten Enzymmenge gesetzt (Lysozym: 5 µM; E67Q-Chitinase: 

0,5 µM). Im Anschluss wurde der Anteil an gebildetem Komplex, E[(GlcNAc)n] (Lysozym: n = 2, 3); 

E67Q-Chitinase: n = 2 – 4, 6), an der berechneten Gesamtintensität bestimmt. Die Bestimmung der noch 

vorhandenen Oligosaccharidkonzentration frei in Lösung [(GlcNAc)n]frei, (Lysozym: n = 2, 3); E67Q-

Chitinase: n = 2 – 4, 6), erfolgte durch Subtraktion der Konzentration an gebundenem Oligosaccharid, 

welche der ermittelten Komplexkonzentration entspricht, von der jeweils eingesetzten Gesamt-

konzentration an Oligosaccharid. 
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3.2.4.8 Inhibitonsstudien 

Die enzymatische Reaktion wurde in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 durchgeführt. Zunächst wurde das 

jeweilige zu vermessende Enzym mit dem internen Standard (jeweils 1 µM) in Ammoniumacetat 

vorgelegt, anschließend wurde die jeweilige Substratlösung bzw. Substrat-/Inhibitor-Lösung zugegeben. 

Die Messung wurde sofort nach der Zugabe gestartet. Die nachfolgenden Tabellen, Tabelle 3 und  

Tabelle 4, zeigen die für die einzelnen Enzyme untersuchten Assays. Ob ein hemmender Effekt vorlag, 

wurde durch den Vergleich der Substratabbaukurven mit und ohne Inhibitor bestimmt. Zur Bestimmung 

der relativen IC50-Werte wurde die zu einem bestimmten Zeitpunkt noch vorhandene Substratmenge als 

Vergleichspunkt herangezogen. 

Tabelle 3 Enzym-Assays zur Bestimmung der hemmenden Wirkung verschiedener Inhibitoren  

Enzym Substrat Inhibitor 

5 µM Lysozym 25 µM (GlcNAc)6 ohne Inhibitor 

  500 µM (GlcNAc) 

  250 µM (GlcNAc)2 

  250 µM (GlcNAc)3 

  250 µM Allosamidin 

0,5 µM Gerstenkornchitinase 25 µM (GlcNAc)6 ohne Inhibitor 

  250 µM (GlcNAc)3 

  250 µM Allosamidin 

0,1 µM Palmfarnchitinase 25 µM (GlcNAc)6 ohne Inhibitor 

  250 µM (GlcNAc)3 

  25 µM Allosamidin 

 

Tabelle 4 Enzym-Assays zur Bestimmung relativer IC50-Werte  

Enzym Substrat Inhibitor 

5 µM Lysozym 25 µM (GlcNAc)6 (GlcNAc)3: 0 µM – 500 µM 

0,1 µM Palmfarnchitinase Wt 25 µM (GlcNAc)6 Allosamidin: 0 µM – 50 µM 

  (GlcNAc)3: 0 µM – 950 µM 

1 µM Palmfarnchitinase W197A 25 µM (GlcNAc)6 Allosamidin: 0 µM – 50 µM 

1 µM Palmfarnchitinase F166A 25 µM (GlcNAc)6 Allosamidin: 0 µM – 50 µM 
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3.2.5 CD (Circular Dichroismus)-Messungen 

Die Sekundärstruktur beschreibt die räumliche Anordnung der Aminosäuren in verschiedenen Motiven, 

wie α-Helix, β-Faltblatt, Turn oder auch Random-Coil-Strukturen. Diese Strukturen entstehen durch 

Wasserstoffbrückenbindungen, die sich zwischen den Carboxyl- und Amino-Gruppen der Aminosäuren 

des Peptidrückgrats bilden (35). 

Eine Möglichkeit die Sekundärstruktur eines Proteins zu bestimmen, ist die Untersuchung des Proteins 

mit Hilfe der CD-Spektroskopie im Fern-UV-Bereich von 260 bis 180 nm (84). CD-Messungen lassen 

sich relativ schnell durchführen und verbrauchen dabei wenig Probenvolumen. Im Fern-UV Bereich sind 

hauptsächlich die Peptidbindungen für die Absorption verantwortlich. Hierbei ist es möglich die Anteile 

der einzelnen Strukturelemente anhand ihrer spezifischen Absorption bei unterschiedlichen Wellenlängen 

zu bestimmen. Diese Methode wird dazu herangezogen, generelle Änderungen in der 

Proteinkonformation zu detektieren und daraus wertvolle Informationen über die Stabilität eines Proteins, 

z.B. in einem breiten Temperatur- oder pH-Bereich, zu gewinnen (85, 86). Abb. 19 zeigt die 

Absorptionssignale der einzelnen Sekundärstrukturelemente auf. 

 

Abb. 19 Absorptionssignale der Sekundärstrukturelemente. Abbildung verändert nach (87). 

Zur Ermittlung der CD-Spektren wurde ein J-710 Spektralpolarimeter (Jasco, Easton, MD) eingesetzt. 

Die Messungen erfolgten in einer Quartzküvette mit 0,05 cm Schichtdicke bei 20 °C. Die Spektren 

wurden in einem Bereich von 190 nm bis 260 nm und einer Geschwindigkeit von 100 nm/min 

aufgezeichnet. Das gemessene Signal wurde über 10 Messungen gemittelt und die Basislinie (Spektrum 

des jeweiligen Lösungsmittels ohne Protein) von den Proteinspektren abgezogen. Die Bestimmung der 

Sekundärstrukturelemente von Lysozym (c = 20 µM) wurde in Ammoniumacetat (10 mM) in einem pH-

Bereich von 2,2 – 10,2 durchgeführt, die von E67Q Gerstenkornchitinase (c = 9,2 µM) wurde in 

Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 durchgeführt. Zur Bestimmung der prozentualen Anteile an 

Sekundärstrukturelementen wurde das Signal in mittlere Elliptizität pro Residuum (θmr) konvertiert und 

mit Hilfe der CDNN Software ausgewertet (88). 
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3.2.6 In silico-Modellierung der enzymatischen Hydrolysereaktionen 

Die theoretische Analyse der Hydrolyse-Zeitkurven wurde nach der Methode von Fukamizo et al. (10) an 

der Kinki Universität in Japan am Institut für Advanced Bioscience durchgeführt. Die Literaturstellen, in 

denen die zugrunde gelegten Reaktionsmodelle der einzelnen Enzyme und die verwendeten 

mathematischen Gleichungen zu finden sind, sind in Tabelle 5 aufgeführt.  

Tabelle 5 Reaktionsmodelle der einzelnen Enzyme 

Enzym Reaktionsmodelle aus 

Lysozym Fukamizo et al. 1986 (10) 

Gerstenkornchitinase Honda et al.  (89) 

Palmfarnchitinase Taira et. al. (20), Fukamizo et al. (90) 

Endo-Chitosanase Tremblay et al. (26) 

Exo-Chitosanase Fukamizo et al. (29) 
 

Die in silico-Kalkulation der Zeitkurven wurde mit den gleichen freien Bindungsenergien, welche auch 

schon für die in silico-Modellierung der spektroskopisch ermittelten Zeitkurven verwendet wurden, 

durchgeführt. Um die Geschwindigkeitskonstanten k+1 (Spaltung der glykosidischen Bindung), k-1 

(Transglykosylierung) und k+2 (Hydratisierung durch Wasser) zu erhalten, wurde eine optimiertes 

Verfahren, welches auf der modifizierten Powell-Methode (91, 92) basiert, angewandt. Hierzu wurden die 

nachfolgenden Funktionen verwendet: 

    ( ) ( )[ ]2
,

exp
,∑∑ −=

i n
inin

kalk GlcNAcGlcNAcF     bzw.   ( ) ( )[ ]2
,

exp
,∑∑ −=

i n
inin

kalk GlcNGlcNF   

kalk kalkulierte Werte 
exp experimentelle Werte 
n Länge des Oligosaccharids 
i Reaktionszeit 

Die Geschwindigkeitskonstante k+1 (Spaltung der glykosidischen Bindung) ist in der vorgenommen 

Kalkulation von der Substratkettenlänge abhängig. Des Weiteren konnten die beiden Geschwindigkeits-

konstanten k-1 und k+2 nicht unabhängig voneinander bestimmt werden, weshalb eine der beiden 

Konstanten vorgegeben und die andere zur Optimierung der Kalkulation variiert wurde (93). 
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3.2.7 Untersuchung des Lysozym-Assays mit Hilfe eines nanofluiden Systems  

Die miniaturisierte und automatisierte Messung des Lysozym-Assays wurde mit dem nanofluiden System 

Triversa Nanomate von Advion Biosystmes durchgeführt, welches als Ionisationsquelle für die 

massenspektrometrische Detektion eingesetzt wurde. Die Messungen wurden bei 20 °C durchgeführt. 

Enzymatische Hydrolyse 

Das nanofluide System wurde so programmiert, dass 3 µL Lysozym und 1 µL (GlcNAc)6 in 

Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 pipettiert wurden. Daraus ergab sich eine Konzentration von 5 µM 

Lysozym und 25 µM (GlcNAc)6. 

Enzymatische Inhibition 

Das nanofluide System wurde so programmiert, dass zu dem unter 3.2.7.1 beschriebenen Assay bestehend 

aus 5 µM Lysozym und 25 µM (GlcNAc)6 (in Ammoniumacetat (10 mM), pH 5,2) 0 µM – 200 µM 

(GlcNAc)3 gegeben wurden. 

Massenspektrometer 

Die Messungen erfolgten an einem Tandem-Massenspektrometer (Q-ToF Ultima API) von Waters-

Micromass (Manchester, UK). Als Ionisationsquelle wurde das nanofluide System Triversa Nanomate 

von Advion Biosystmes eingesetzt. Es wurde in einem m/z-Bereich von 100 – 2700 und einer Scan-Zeit 

von 3 s gemessen. Die Instrumentenkontrolle, die Datenerfassung und Datenbearbeitung erfolgte mit der 

MassLynx Software (Version 4.0). 

Nanofluides System 

Für das nanofluide System wurden folgende Einstellungen vorgenommen: Zerstäuberspannung 1700 V, 

Zerstäubergasdruck 60 psi bei einer Flussrate von 100 nL/min. 

Durchgeführte Programmschritte: 

1. Schritt:  Aufziehen/Ablassen einer bestimmten Menge an Enzym, Substrat, Puffer oder Inhibitor 
auf eine Probenplatte 

2. Schritt: Schnelles Mixen mit Hilfe eines Stickstoffstroms 

3. Schritt: Aufziehen des Gemisches in eine Sprühdüse      →  Transferkapillare muss in die 
      Lösung eintauchen 

4. Schritt: Sprühdüse wird auf den Boden der Probenplatte bewegt, unter Anwendung eines 
Stickstoffstroms erfolgt die Probenabgabe 

Der Aufbau des nanofluiden Systems und die durchgeführten Programmschritte sind in Abb. 20 

dargestellt. 
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Abb. 20 Aufbau des nanofluiden Systems zur Untersuchung der Lysozym-katalysierten Hydrolyse des (GlcNAc)6-
Substrats. Abbildung entnommen aus (94). 

 

3.2.8 Massenspektrometrische Untersuchung der Cyclooxygenase-1 (COX-1) 

Zur Untersuchung der enzymatischen Reaktion von COX-1 wurde der gleiche Versuchsaufbau wie in 

Abb. 18 dargestellt verwendet. Zunächst wurde das Tubing (1/16”x ID 0,13 mm, Länge 160 mm)  mit 

200 µL der „Coatingsubstanz“ Linolensäure langsam gespült und es erfolgte eine Einwirkzeit von  

ca. 5 Minuten. Während dieser Zeit wurde das Versuchsgemisch angesetzt. Zunächst wurden hierfür die 

einzelnen Komponenten in der Reihenfolge Ammoniumacetatlösung, Raffinose, Hematin, Phenol und 

COX-1 zusammengemischt. COX-1 ist dabei zu jedem Zeitpunkt auf Eis zu halten. Ferner wurden auch 

die Komponenten Hematin und Phenol auf Eis gelagert sowie das wie oben zusammengestellte Gemisch 

zwischen Ansetzen und Einspritzen. Nachdem alle benötigten Assaykomponenten pipettiert waren, gab 

man die gewünschte Menge Substrat (Arachidonsäure) zu, wodurch die Enzymreaktion begann und 

startete die Messung. Nun wurde das Gemisch gevortext, in eine 250 µL bzw. 500 µL Spritze (Hamilton-

Bonaduz, Schweiz)  aufgezogen und in die Spritzenpumpe eingespannt. Mit dem Start der Spritzenpumpe 
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(model 11 Plus, Harvard Apparatus, Hugo Sachs Elektronik, Hugstetten, Deutschland) startet auch leicht 

verzögert die Detektion der Komponenten. Es wurde mit einer Flussrate von 5 µL/min in die 

Elektrospray-Ionisationsquelle gepumpt. Da der Großteil der Reaktion in den ersten Minuten erfolgt, 

sollte die Zeit zwischen dem Starten der Messung und der Detektion möglichst gering gehalten werden, 

da diese nicht massenspektrometrisch verfolgt werden kann.  

Die Messungen wurden bei 20 °C ± 2 °C im negativen Ionisationsmodus durchgeführt. Während dieser 

Arbeit wurde das LC/MSD ToF von Agilent (Santa Clara, USA) benutzt. Die Messungen wurden bei 

einer Trocknungsgastemperatur von 350 °C, einem Trocknungsgasfluss von 420 L/h und einem 

Zerstäubergasdruck von 10 psig durchgeführt. Des Weiteren wurden eine Kapillarspannung von 3500 V, 

eine Skimmerspannung von 60 V und eine Fragmentorspannung von 150 V gewählt. Es wurde über einen 

Masse zu Ladungsbereich (m/z-Bereich) von 50 – 3200 gemessen. Die Datenerfassung erfolgte mit 0,88 

Zyklen pro Sekunde. Für die Systemkontrolle und die Datenerfassung wurde die Analyst QS Software 

(LC-MS ToF Software, Ver. A.01.00 (B663), Edition: Juni, 2004) von Agilent Technologies (Waldbronn, 

Deutschland) eingesetzt. Zur Überprüfung der Stabilität des Systems wurde Raffinose als interner 

Standard (IS) zugesetzt. Für die einzelnen zu untersuchenden Substanzen wurden folgende m/z 

herangezogen: m/z 303 für [Arachidonsäure - H]-, m/z 503 für [Raffinose - H]-, m/z 367 für [PGG2 - H]- 

und m/z 351 für [PGH2 - H]-. 

COX-1 Assay 

Zur Untersuchung des Enzyms COX-1 wurde die enzymatische Reaktion mit 50 µM Arachidonsäure, 

1 µM Hematin, 20 µM Raffinose (IS), 250 µM Phenol und 244 U COX-1 in Ammoniumacetat pH 8 

(10 mM) massenspektrometrisch vermessen.  
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4 Ergebnisse 

4.1 Lysozym als Modellsystem 

Die von Lysozym katalysierte Hydrolysereaktion von Chitooligosacchariden (GlcNAc)n wird in der 

Literatur vielfach beschrieben (9, 76). Für die enzymatische Spaltung sind keine weiteren Cofaktoren 

notwendig, es liegt somit ein sehr einfaches Enzymsystem vor. Daher wurde die von Lysozym 

katalysierte Hydrolyse als Modellsystem ausgewählt, um eine kontinuierliche massenspektrometrische 

Methode zur Untersuchung enzymatischer Reaktionen in Echtzeit zu entwickeln. Die mit Hilfe der  

massenspektrometrischen Detektion erhaltenen Ergebnisse wurden anschließend mit Daten aus der 

Literatur verglichen und eingeordnet.  

4.1.1 Optimierung zur MS-kompatiblen Messung der enzymatischen Reaktion von 

Lysozym 

Zunächst war es notwendig, die Enzymreaktion so zu optimieren, dass neben der MS-Kompatibilität 

ebenfalls eine ausreichend hohe Enzymaktivität vorlag. Herkömmliche Salzsysteme (Natriumacetat, 

Natriumphosphat), wie sie generell zur in vitro-Untersuchung von Enzymreaktionen eingesetzt werden, 

sind oftmals für die massenspektrometrische Analyse nicht geeignet. Daher wurden vorab verschiedene 

Salzsysteme auf ihre MS-Kompatibilität und auf die vorhandene Enzymaktivität getestet. Des Weiteren 

wird die Aktivität eines Enzyms ebenfalls stark durch den gegebenen pH-Wert beeinflusst. Da zur 

massenspektrometrischen Analyse eine Elektrospray-Ionisationsquelle eingesetzt wurde, musste ebenfalls 

die Optimierung des pH-Wertes vorgenommen werden, um einen Enzym-Assay zu gestalten, welcher 

neben einer ausreichend hohen Enzymaktivität eine hohe Ionenausbeute aufweist. Wichtig ist hierbei, 

einen Kompromiss zwischen Salzsystem, pH-Wert und Temperatur zu finden, welcher der 

massenspektrometrischen Detektion gerecht wird, aber auch die natürliche Umgebung eines Enzyms 

berücksichtigt.   

4.1.1.1 Auswahl des Salzsystems 

Zunächst wurde die massenspektrometrische Detektion von Lysozym (c = 5 µM) in vier verschiedenen 

Salzsystemen untersucht. Es wurde bei einem pH-Wert von 5,2 gearbeitet, da in der Literatur (76) ein 

optimaler pH-Wert für Lysozym nahe 5 beschrieben wird. Beim Einsatz von Natriumacetat (10 mM) kam 

es aufgrund der zu geringen Flüchtigkeit des Salzes zur Natriumacetat-Cluster-Bildung (Abb. 21 a), 

welche eine Detektion des Lysozyms nicht ermöglichte. In Ammoniumhydrogencarbonat wies Lysozym 

ein bimodales Spektrum auf, was auf eine teilweise Entfaltung des Proteins hindeutete (Abb. 21 b). Des 

Weiteren war der pH-Wert nur kurze Zeit stabil, da das CO2 aufgrund des höheren Pufferbereichs der 

Ammoniumhydrogencarbonatlösung, welcher bei pH 6,5 liegt (95), wieder ausgast.  
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Abb. 21 MS-Spektren einer 5 µM Lysozym-Lösung in unterschiedlichen Salzen bei pH 5,2. a) in 10 mM Natrium-
acetat (100 % = 2,5 x 105 counts), b) in 10 mM Ammoniumhydrogencarbonat (100 % = 2,0 x 104 counts). 

Anschließend wurden die beiden leicht flüchtigen Salze Ammoniumformiat und Ammoniumacetat 

eingesetzt, welche sich bisher gut beim Einsatz von ESI-MS bewährten (52, 56). In Abb. 22 a ist die 

Hydrolyse des Oligosaccharids (GlcNAc)6 (c = 25 µM) in Gegenwart von 5 µM Lysozym in den beiden 

Salzsystemen bei pH 5,2 dargestellt. Die Detektion erfolgte kontinuierlich über 1 h. In beiden Salz-

systemen wies Lysozym eine ähnliche Aktivität auf. Unterschiede in der Ionisierung aufgrund der 

verschiedenen Salzsysteme wurden mit Hilfe des eingesetzten internen Standards Malantide korrigiert. 

Abweichungen zeigten sich in den verschiedenen Salzlösungen bei den auftretenden Ladungszuständen 

des Lysozyms. Bei Verwendung des Ammoniumformiats wies das 7-fach protonierte Lysozymmolekül 

die höchste Intensität auf, in Ammoniumacetat hingegen das 8-fach protonierte (Abb. 22 b). Bei der 

Verwendung von Ammoniumformiat konnte ein geringer Anteil an höher geladenen Lysozymmolekülen 

detektiert werden, was auf eine beginnende Entfaltung des Enzyms hindeutet. Dies wirkte sich allerdings 

nicht auf die Lysozymaktivität aus. Beim Einsatz von Ammoniumacetat bleibt die native Struktur des 

Lysozyms erhalten, was sich im Spektrum widerspiegelt, da Lysozym nur eine geringe Ladungsverteilung 

(+6 bis +9) aufweist (96). Da die Lysozymstruktur in Ammoniumacetat am stabilsten war und eine 

ausreichende Enzymaktivität vorlag, wurde für die nachfolgenden Versuche Ammoniumacetat als 

Salzsystem eingesetzt.  
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Abb. 22 Lysozym-katalysierte Hydrolyse von (GlcNAc)6 und massenspektrometrische Detektion von Lysozym in 
verschiedenen Salzsystemen. a) Enzymatische Hydrolyse von 25 µM (GlcNAc)6 katalysiert durch 5 µM Lysozym bei 
pH 5,2 und 20 °C. Abbaukurve a: in 10 mM Ammoniumformiat, Abbaukurve b: in 10 mM Ammoniumacetat  
(100 % = 3,8 x 105 counts); b) MS-Spektren einer 5 µM Lysozym-Lösung bei pH 5,2. Spektrum a: in 10 mM 
Ammoniumformiat (100 % = 8,5 x 104 counts), Spektrum b: in 10 mM Ammoniumacetat (100 % = 12,5 x 103 counts). 

4.1.1.2 pH-Studie 

Die nachfolgende pH-Studie wurde in 10 mM Ammoniumacetat, welches pH-Werte zwischen 2,2 und 8,2 

aufwies, durchgeführt. Es wurden 25 µM (GlcNAc)6 als Substrat und 5 µM Lysozym eingesetzt und der 

Verlauf der Reaktion kontinuierlich über 15 min massenspektrometrisch vermessen. Die Enzymaktivität 

wurde wieder anhand der Substratabbaukurve bestimmt (Abb. 23). Mögliche Unterschiede in der 

Ionisierung aufgrund der unterschiedlichen Anzahl an Protonen in der Lösung wurden mit Hilfe des 

eingesetzten internen Standards korrigiert. Die höchste Aktivität konnte bei pH 4,2 – 5,2 beobachtet 

werden; keine Aktivität zeigte Lysozym bei pH 2,2. Bei pH 8,2 war eine sehr stark herabgesetzte 

Aktivität des Enzyms zu verzeichnen. 

Im Anschluss wurde die Lysozymstruktur bei verschiedenen pH-Werten CD-spektroskopisch und 

massenspektrometrisch untersucht, um Aussagen über die Stabilität des Enzyms im Hinblick auf seine 

Sekundär- und Tertiärstruktur zu erhalten. 
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Abb. 23 Enzymatische Hydrolyse von 25 µM (GlcNAc)6 katalysiert durch 5 µM Lysozym bei unterschiedlichen pH-
Werten (pH 2,2 – 8,2) in 10 mM Ammoniumacetat  (100 % = 1,8 x 106 counts). 

4.1.1.3 Untersuchung der Lysozym-Struktur bei unterschiedlichen pH-Werten 

Zur Beurteilung der Lysozym-Struktur im Hinblick auf die Inaktivität des Enzyms bei bestimmten pH-

Werten wurden Messungen zur Bestimmung der Sekundär- (Circular Dichroism (CD)-Spektroskopie) 

und Tertiärstruktur (MS) durchgeführt. Die CD-spektroskopischen Messungen wurden im Rahmen eines 

Praktikums von Christine Kaufmann vorgenommen. 

4.1.1.3.1 CD-Spektroskopie: Sekundärstruktur  

Die Weit-UV Spektren für Lysozym wurden bei verschiedenen pH-Werten von 2,2 bis 10,2 

aufgenommen und auf Änderungen der Lysozym-Sekundärstruktur hin ausgewertet. Der Kurvenverlauf 

der bei verschiedenen pH-Werten aufgenommenen Spektren von Lysozym zeigte keine Veränderung über 

einen weiten pH-Bereich (Abb. 24), d.h. die Sekundärstruktur von Lysozym wird kaum durch den pH-

Wert beeinflusst und ist somit sehr stabil. Die Spektren zeigen die für α-helicale Strukturen 

charakteristischen negativen Banden bei 208 nm und 222 nm. 

 

Abb. 24 CD-Spektren des Lysozyms (c = 20 µM) bei unterschiedlichen pH-Werten (pH 2,2 – 10,2). Die Spektren 
wurden in 10 mM Ammoniumacetat bei 20 °C aufgenommen. 
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Aus Abb. 25 lassen sich die prozentualen Anteile der einzelnen Sekundärstrukturelemente ablesen. Diese 

wurden mit Hilfe der CDNN-Software ermittelt (88).  

 

Abb. 25 Sekundärstrukturelementanteile des Lysozyms in Ammoniumacetat bei verschiedenen pH-Werten. 

Es wird ersichtlich, dass Lysozym über den gesamten pH-Bereich eine gleichbleibende Sekundärstruktur 

aufweist, welche sich im Mittel aus einen prozentualen Anteil von 30 % α-Helix, 20 % β-Faltblatt,  

18 % Turn und 32 % Random Coil zusammensetzt. 

4.1.1.3.2 Massenspektrometrie: Tertiärstruktur 

Die bei pH 2,2 bis 10,2 aufgenommenen MS-Spektren (Abb. 26 a - i) zeigen, dass Lysozym in 

Ammoniumacetat vorwiegend 8-fach geladen vorliegt, d.h. die Ladungsverteilung ist in diesem Bereich 

vom pH-Wert unabhängig. Eine leichte Entfaltung des Proteins zeigte sich anhand eines bimodalen 

Spektrums erst ab einem pH-Wert von 9,2 (Abb. 26 h), welches allerdings nicht so stark ausgeprägt war 

wie bei Ammoniumhydrogencarbonat pH 5,2 (Abb. 21 b). Bei pH 2,2 (Abb. 26 a) wurden aufgrund der 

höheren Protonenzahl in Lösung auch höhere Ladungszustände (10+ und 11+) detektiert, es lag aber kein 

bimodales Spektrum vor, welches auf eine teilweise Entfaltung hindeuten würde (96, 97).  

Die Untersuchung der Lysozym-katalysierten Hydrolyse des (GlcNAc)6-Oligosaccharids mittels ESI-MS 

zeigte, dass mit Ammoniumacetat ein geeignetes Salzsystem gefunden werden konnte, das sowohl einer 

massenspektrometrischen Detektion als auch einer guten Enzymaktivität gerecht wird. Des Weiteren ist 

es möglich, die Reaktion bei einem für Lysozym natürlichen optimalen pH von 5 massenspektrometrisch 

zu verfolgen, da eine ausreichende Protonierung in Lösung vorlag. Anhand der Strukturuntersuchungen 

mittels CD-Spektroskopie und MS konnte gezeigt werden, dass es sich bei Lysozym um ein sehr stabiles 

Enzym handelt, da in einem weiten pH-Bereich keine globale Strukturänderung erfolgte. Der 

Aktivitätsverlust bei pH 2,2 und ab pH 8,2 wurde vermutlich durch die Protonierung bzw. 

Deprotonierung der beiden katalytischen Aminosäuren, Glu35 und Asp52, verursacht. Die nachfolgenden 

Studien wurden in Ammoniumacetat bei pH 5,2 durchgeführt.  
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Abb. 26 MS-Spektren einer 5 µM Lysozym-Lösung bei unterschiedlichen pH-Werten (pH 2,2 – 10,2) in 10 mM 
Ammoniumacetat. 

Zur Optimierung der massenspektrometrischen Untersuchung der enzymatischen Hydrolyse wurde bisher 

neben dem Enzym auch der Substratabbau betrachtet. Im nachfolgenden Kapitel wurde zur Beurteilung 

des Lysozym-Modellsystems zusätzlich zum Substratabbau die jeweilige Produktbildung untersucht. 

Außerdem wurden die während der enzymatischen Hydrolyse gebildeten Enzym-Ligand-Komplexe 

eingehender betrachtet. 

 

4.1.2 Massenspektrometrische Detektion zur Untersuchung enzymatischer Reaktionen 

Bisher war es gelungen, den enzymatischen Assay hinsichtlich Salzsystem und pH-Wert so zu gestalten, 

dass neben einer ausreichend hohen Hydrolyseaktivität auch eine sehr gute Detektion der einzelnen 

Assaykomponenten möglich war. Die Massenspektrometrie benötigt zur Detektion keine Markierung der 

einzelnen Substanzen, wie z.B. Fluoreszenzlabel oder radioaktive Label. Des Weiteren besteht der Vorteil, 

dass das Substrat, die Produkte und auch das Enzym und Enzym-Ligand-Komplexe simultan anhand ihrer 

molekularen Massen nachgewiesen werden können. Ein zu Beginn der von Lysozym-katalysierten 

Hydrolyse des (GlcNAc)6 aufgenommenes Spektrum ist in Abb. 27 dargestellt. Es zeigt sich, dass sowohl 
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das zu diesem Zeitpunkt noch vorhandene Substrat [(GlcNAc)6+2H]+2 (m/z 619,3) und die bereits 

gebildeten Produkte [(GlcNAc)2+H]+ (m/z 425,2) und [(GlcNAc)4+H]+ (m/z 831,4) als auch Lysozym 

[Lys+8H]+8 (m/z 1789,2) und die gebildeten Enzym-Ligand-Komplexe [Lys+(GlcNAc)6+8H]+8  

(m/z 1943,8) und [Lys+(GlcNAc)4+8H]+8 (m/z 1893,0) simultan detektiert werden konnten. 

 

Abb. 27 Spektrum der Lysozym (5 µM)-katalysierten Hydrolysereaktion des Substrats (GlcNAc)6 (25 µM) bei 20 °C in 
10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 nach 3 min (100 % = 2,8 x 105 counts). 

Mit Hilfe des EICs (extracted ion chromatogram) kann das Verhalten der einzelnen Assaykomponenten 

über die Zeit veranschaulicht werden. Abb. 28 zeigt anhand des EICs von (GlcNAc)6 den Substratverlauf 

während der Lysozym-katalysierten Hydrolyse. 

 

Abb. 28 EIC von (GlcNAc)6 (100 % = 1,1 x 106 counts). 

Diese Form der Auswertung wurde auch im vorangegangenen Kapitel genutzt, um den Substratabbau zu 

verdeutlichen und somit Aussagen über die Enzymaktivität zu gewinnen. Im Folgenden sollen neben dem 

Substratabbau nun auch der Produktverlauf beobachtet werden, um Informationen über die Abbauwege 

zu erhalten. 
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4.1.2.1 Substrat und Produkte 

Die simultane Detektion der einzelnen Assaykomponenten bietet die Möglichkeit, sowohl die 

Enzymaktivität anhand des Substratabbaus als auch die Abbauwege der Hydrolysereaktion über die 

Beobachtung der Produktzunahme zu verfolgen. Abb. 29 zeigt die Hydrolysereaktion bei 20 °C von 

12,5 µM (GlcNAc)6 mit 5 µM Lysozym über 1 h in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2. Das Substrat 

(GlcNAc)6 wurde von Lysozym vorwiegend in die Produkte (GlcNAc)4 und (GlcNAc)2 gespaltet. Als 

Nebenprodukt entstand ein geringer Anteil an (GlcNAc)3. Eine geringe Verunreinigung des Substrats an 

(GlcNAc)5 trägt zur Bildung des Monozuckers (GlcNAc) bei, da (GlcNAc)5 vorwiegend in (GlcNAc) und 

(GlcNAc)4 hydrolysiert wird. Dies wird nachfolgend in Abb. 33 b beim Einsatz des (GlcNAc)5-

Oligosaccharids als Substrat ersichtlich. 

Abb. 29 a zeigt die unkorrigierten Zeitkurven der von Lysozym katalysierten Hydrolyse, welche man 

nach Addition der vorhandenen Ladungszustände (einfach-, mehrfachprotoniert, Natriumaddukte) erhält. 

Am Beispiel der beiden Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4, die zu gleichen Teilen bei der Hydrolyse 

des (GlcNAc)6 entstehen, wird deutlich, dass die einzelnen Oligosaccharide unterschiedlich ionisiert 

werden. Aus diesem Grund wurden, wie unter 3.2.4.4. beschrieben, Ionisationsfaktoren bestimmt und die 

erhaltenen Zeitkurven mit Hilfe dieser Faktoren korrigiert (Abb. 29 b).  

       
Abb. 29 Unkorrigierte und korrigierte Zeitkurven der Lysozym-katalysierten (GlcNAc)6-Hydrolyse. Die enzymatische 
Reaktion wurde in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 12,5 µM (GlcNAc)6 wurden mit 5 µM 
Lysozym umgesetzt. a) unkorrigierte (GlcNAc)n-Zeitkurven: ohne Ionisationsfaktoren, b) korrigierte quantitative 
(GlcNAc)n-Zeitkurven: mit Ionisationsfaktoren (100 % = 1,0 x 106 counts). 

Die Korrektur der Zeitkurven lieferte quantitative Daten (Abb. 29 b), die im Anschluss (Kapitel 4.5) zur 

kinetischen Analyse herangezogen werden konnten. Die massenspektrometrische Methode konnte nun 

genutzt werden, um sowohl Aussagen über den Substratabbau und somit die Enzymaktivität als auch über 

den Produktverlauf und demzufolge die Abbauwege zu erhalten. Des Weiteren sollte eine Betrachtung 

der Enzym-Ligand-Komplexe erfolgen. 
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4.1.2.2 Enzym und Enzym-Ligand-Komplexe 

Die CD-spektroskopischen und massenspektrometrischen Untersuchungen des Lysozyms bei 

unterschiedlichen pH-Werten in Kapitel 4.1.1.3 verdeutlichen die Stabilität dieses Enzyms in 

Ammoniumacetat über einen weiten pH-Bereich. Nun sollte neben dem frei in Lösung vorliegenden 

Enzym eine Betrachtung der Enzym-Ligand-Komplexe während der enzymatischen Hydrolyse von 

(GlcNAc)6 erfolgen, um Aussagen über Affinitäten bzw. Spezifitäten bestimmter Liganden zu erhalten. 

Dazu wurden Spektren aus der Lysozym-katalysierten (GlcNAc)6-Hydrolyse zu unterschiedlichen 

Reaktionszeitpunkten herangezogen. Der größte Teil an Substrat wurde nach 3 min in (GlcNAc)2 und 

(GlcNAc)4 hydrolysiert (Abb. 30 a). Die Zusammensetzung an frei in Lösung vorliegenden 

Oligosacchariden spiegelt sich auch in der Komplexbildung wider. Nach 3 min konnte aufgrund der 

hohen Affinität des Substrats zu Lysozym (KD-Wert: 6,2 µM) (76) ein gewisser Anteil an Enzym-

Substrat-Komplex detektiert werden, obwohl nur noch eine geringe (GlcNAc)6-Konzentration frei in 

Lösung vorlag. Dementsprechend wurde zu diesem Zeitpunkt eine hohe Intensität an Enzym-(GlcNAc)4-

Komplex nachgewiesen, da (GlcNAc)4 mit einem KD-Wert von 9,4 µM (76) eine ähnliche Affinität zu 

Lysozym besitzt wie (GlcNAc)6 und es in großer Menge aufgrund der (GlcNAc)6-Spaltung frei in Lösung 

enthalten war. (GlcNAc)2 zeigte im Gegensatz zu (GlcNAc)4 trotz hoher Konzentration frei in Lösung 

kaum eine Komplexbildung mit Lysozym. Auch dieses Verhalten lässt sich anhand der Affinität zu 

Lysozym erklären. Diese ist für (GlcNAc)2 mit einem KD-Wert von 180 µM (76) 20-fach geringer als für 

(GlcNAc)4 und führte damit zu einer geringeren Komplexbildung trotz identischer Konzentration frei in 

Lösung.  

Nach 60 min (Abb. 30 b) zeigte sich ein ähnliches Bild bei der Komplexbildung. Aber im Gegensatz zum 

Spektrum nach 3 min war aufgrund der vollständigen Hydrolyse des Substrats kein Enzym-Substrat-

Komplex mehr detektierbar.  

Nach 336 h wurde ein weiteres Spektrum dieser Lösung aufgezeichnet (Abb. 30 c), da (GlcNAc)4 sehr 

langsam von Lysozym gespaltet wurde. Zu diesem Zeitpunkt war (GlcNAc)4 fast vollständig hydrolysiert. 

Die Spaltung erfolgte überwiegend in (GlcNAc) und (GlcNAc)3. Dies führte dazu, dass nun (GlcNAc)3, 

welches einen KD-Wert von 6,6 µM besitzt (76) und somit stärker bindet als (GlcNAc)2, mit Lysozym 

komplexiert vorlag. Ein Lysozym-(GlcNAc)-Komplex konnte mit der hier angewandten massen-

spektrometrischen Methode nicht detektiert werden.  

Die bisher vorliegenden Ergebnisse zeigen, dass die kontinuierliche Detektion der enzymatischen 

Reaktion mittels ESI-MS sowohl Aussagen über die Enzymaktivität und die Abbauwege liefert als auch 

eine Bestimmung der Affinitäten von Enzym und Ligand anhand der Komplexbildung ermöglicht.  
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Abb. 30 MS-Spektren (m/z-Bereich 1750 – 2050) der enzymatischen Hydrolyse von 25 µM (GlcNAc)6 katalysiert 
durch 5 µM Lysozym bei 20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2. Komplexbildung: a) nach 3 min (100 % =  
3,2 x 104 counts), b) nach 60 min (100 % = 2,9 x 104 counts), c) nach 336 h (100 % = 4,2 x 104 counts). 
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4.2 Glykosidasen: Aktivität und Abbauwege 

Die in Kapitel 4.1 entwickelte massenspektrometrische Methode wurde zur Untersuchung weiterer 

Glykosidasereaktionen angewandt. Neben Lysozym wurden verschiedene Chitinasen, welche ebenso wie 

Lysozym (GlcNAc)n-Oligosaccharide des Chitins hydrolysieren können, untersucht. Außerdem erfolgte 

die Analyse verschiedener Chitosanasen, welche die nicht-acetylierten (GlcN)n-Oligosaccharide des 

Chitosans spalten können. Tabelle 6 zeigt die in dieser Arbeit untersuchten Enzyme. Bei einigen 

Enzymen wurde die Hydrolyserate verschiedener Mutanten im Vergleich zum Wildtyp betrachtet, um den 

Einfluss einzelner Aminosäuren auf die katalytische Reaktion zu überprüfen. Des Weiteren wurde die 

Hydrolyse von Substraten unterschiedlicher Kettenlänge bezüglich der vorliegenden Spaltungsmuster 

analysiert.  

Tabelle 6 Auflistung der in dieser Arbeit untersuchten Glykosidasen 

Glykosidase    untersuchte Substrate 

Muramidase Lysozym aus Hühnereiweiß Wildtyp (GlcNAc)n (n = 2 - 6) 

Chitinasen Chitinase aus dem Gerstenkorn Wildtyp      

E67Q-Mutante 

(GlcNAc)n (n = 2 - 6) 

(GlcNAc)n (n = 2 - 6) 

 Chitinase aus japanischem 
Palmfarn 

Wildtyp 

W197A-Mutante 

F166A-Mutante 

(GlcNAc)n (n = 2 - 6) 

(GlcNAc)n (n = 4 - 6) 

(GlcNAc)n (n = 4 - 6) 

Chitosanasen Exo-Chitosanase aus 
Amycolatopsis orientalis 

Wildtyp (GlcN)n (n = 2 - 6) 

 Endo-Chitosanase aus 
Streptomyces sp. N174 

Wildtyp 

D201A-Mutante 

D40G-Mutante 

T45E-Mutante 

D40G/T45D-Mutante 

(GlcN)n (n = 2 - 6) 

(GlcN)n (n = 6) 

(GlcN)n (n = 2 - 6) 

(GlcN)n (n = 6) 

(GlcN)n (n = 6) 
 

Die hier untersuchten Enzyme weisen ein sehr ähnliches aktives Zentrum auf. Sie besitzen alle sechs 

Bindungsstellen im aktiven Zentrum. Die Spaltung des Substrats erfolgt je nach Enzym an 

unterschiedlichen Stellen des Oligosaccharids, was zu einer abweichenden Produktverteilung führt. In 

Abb. 31 sind die postulierten Spaltungsstellen der einzelnen Enzyme und die beim Einsatz des 

Hexasaccharids bevorzugt gebildeten Produkte zur Übersicht schematisch dargestellt (10, 18, 20, 26, 29). 
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Abb. 31 Schematische Darstellung der Spaltungspositionen der untersuchten Enzyme am Beispiel des Hexa-
saccharids. 

 

4.2.1 Lysozym aus Hühnereiweiß 

Die Bindung des Hexasaccharids (GlcNAc)6 erfolgt bei Lysozym im aktiven Zentrum an die Positionen  

(-4) ~ (+2). Die Spaltung des Substrats findet zwischen den Bindungsstelle (-1) und (+1) statt (Abb. 32) 

(9, 10).  

 

  Abb. 32 Schematische Darstellung der Spaltungsposition des Lysozyms am Beispiel des (GlcNAc)6. 

In Abb. 33 a ist erneut die Reaktion von Lysozym mit (GlcNAc)6 in Ammoniumacetat bei pH 5,2 

dargestellt. Bei dieser Messung wurde aber im Unterschied zu Abb. 29 b die doppelte 

Substratkonzentration (c = 25 µM) eingesetzt, was sich in einer doppelt so langen Hydrolysezeit 

widerspiegelt. Aufgrund der Bindung des Hexasaccharids an die Positionen (-4) ~ (+2) hydrolysiert 

Lysozym das Substrat (GlcNAc)6 vorwiegend in die Produkte (GlcNAc)4 und (GlcNAc)2 als 

Nebenprodukt entsteht ein geringer Anteil an (GlcNAc)3. Die Zunahme des Monozuckers (GlcNAc) geht 

aus der Hydrolyse des (GlcNAc)5 hervor, welches als geringe Verunreinigung im Assay vorliegt.  

Die spezifische Aktivität des Lysozyms beträgt unter den angewandten Bedingungen für die Hydrolyse 

des (GlcNAc)6-Substrats 0,2 min-1. Sie berechnet sich nach folgender Gleichung:  
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[Substrat] eingesetzte Substratkonzentration in µM 

[Enzym]  eingesetzte Enzymkonzentration in µM 

tges.  Zeit in min, die benötigt wird, die eingesetzte 
Substratmenge vollständig zu hydrolysieren 

Beim Einsatz des Pentasaccharids (GlcNAc)5 als Substrat (Abb. 33 b) wurden bevorzugt die Produkte 

(GlcNAc)4 und (GlcNAc) gebildet. Dieses Spaltungsmuster lässt Rückschlüsse auf die bevorzugte 

Bindungsposition im aktiven Zentrum zu. Es wird deutlich, dass (GlcNAc)5 im aktiven Zentrum die 

Bindungsstellen (-4)(-3)(-2)(-1)(+1) favorisiert, da nur diese Bindung aufgrund der Spaltung zwischen  

(-1) und (+1) (Abb. 32) die Bildung der Hauptprodukte (GlcNAc)4 und (GlcNAc) zulässt.  

  

Abb. 33 Quantitative Zeitkurven der (GlcNAc)n-Hydrolysen (n = 3 – 6) katalysiert durch Lysozym. Die enzymatischen 
Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. a) 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 5 µM 
Lysozym umgesetzt (100 % = 1,9 x 106 counts), b) 25 µM (GlcNAc)5 wurden mit 5 µM Lysozym umgesetzt (100 % = 
1,9 x 106 counts), c) 25 µM (GlcNAc)4 wurden mit 25 µM Lysozym umgesetzt (100 % = 6,0 x 105 counts), d) 25 µM 
(GlcNAc)3 wurden mit 25 µM Lysozym umgesetzt (100 % = 1,6 x 106 counts).  
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(GlcNAc)4 wurde unter den gegebenen Versuchsbedingungen trotz erhöhter Lysozymkonzentration 

(c = 25 µM) nur sehr langsam als Substrat abgebaut (Abb. 33 c). Es wurde vorwiegend in (GlcNAc)3 und 

(GlcNAc) gespaltet, was für eine bevorzugte Bindung im produktiven Komplex an die Positionen  

(-3)(-2)(-1)(+1) spricht. (GlcNAc)3 (Abb. 33 d) und (GlcNAc)2 (Daten nicht gezeigt) wurden von 

Lysozym während der einstündigen Analyse nicht hydrolysiert. Die hier dargestellten Zeitkurven zeigen, 

dass bei der massenspektrometrischen Untersuchung der unterschiedlichen Substrate eine abnehmende 

Aktivität des Lysozyms hinsichtlich kürzerkettiger Oligosaccharide auftritt. 

Zur Überprüfung der Substratspezifität wurde als Kontrollassay das nicht-acetylierte und somit nicht-

spezifische Substrat (GlcN)6 mit Lysozym umgesetzt. Abb. 34 zeigt, dass dieses für Lysozym 

unspezifische Substrat während der einstündigen Messung nicht hydrolysiert wurde. Dieses Ergebnis 

spiegelt das Verhalten des Lysozyms in der Natur wider. Lysozym spaltet natürlicherweise die 

Peptidoglykanschicht der Bakterienzellwand, die sogenannte Mureinschicht. Zusätzlich besitzt dieses 

Enzym die Fähigkeit, Chitin und dessen Oligosaccharide zu hydrolysieren, was an den 

Substratabbaukurven in Abb. 33 deutlich wurde. (GlcN)6 hingegen ist ein Oligosaccharid des Chitosans. 

Chitosan entsteht  durch Deacetylierung des Chitins und wird in der Natur von Lysozym nicht abgebaut, 

daher erfolgte auch keine Hydrolyse des Chitosan-Oligosaccharids (GlcN)6 (Abb. 34) (98). 

 

Abb. 34 Quantitative Zeitkurven der (GlcN)6-Hydrolyse katalysiert durch Lysozym. Die enzymatische Reaktion wurde 
in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcN)6 wurden mit 5 µM Lysozym umgesetzt 
(100 % = 2,0 x 106 counts). 

Die Ergebnisse der Untersuchung des Lysozyms zeigen, dass die massenspektrometrische Methode 

quantitative Zeitkurven der Hydrolysereaktion in Echtzeit lieferte. Diese können sowohl zur Bestimmung 

der vorliegenden Hydrolyseaktivität anhand des Substratabbaus als auch zur Beschreibung des 

Reaktionsverlaufs anhand der Produktbildung herangezogen werden. Des Weiteren konnte bei Lysozym 

eine abnehmende Hydrolyseaktivität hinsichtlich kürzerkettiger Substrate beobachtet werden, keine 

Aktivität lag beim Einsatz des unspezifischen Substrats (GlcN)6 vor. Chitin und dessen Oligosaccharide 

stellen das natürliche Substrat der Chitinasen dar, aus diesem Grund wurden mit der entwickelten 
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massenspektrometrischen Methode ebenfalls Chitinasen untersucht, die ein sehr ähnliches aktives 

Zentrum wie Lysozym aufweisen (9, 98). 

 

4.2.2  Chitinasen 

Im Anschluss wurden zwei Chitinasen, eine aus dem Gerstenkorn und eine aus japanischem Palmfarn, 

massenspektrometrisch bezüglich ihrer Aktivität und Abbauwege untersucht. Die Spaltung erfolgt wie bei 

Lysozym ebenfalls zwischen den Bindungspositionen (-1) und (+1) (Abb. 35), allerdings bindet 

(GlcNAc)6 nicht wie bei Lysozym an die Stellen (-4) ~ (+2), sondern an die Positionen (-3) ~ (+3), 

weshalb bei beiden Chitinasen verstärkt (GlcNAc)3-Oligosaccharide gebildet werden (18, 20). 

 

 

Abb. 35 Schematische Darstellung der Spaltungsposition der Chitinasen am Beispiel des (GlcNAc)6. 

4.2.2.1 Gerstenkornchitinase: Wildtyp 

Die Gerstenkornchitinase hydrolysiert das Substrat (GlcNAc)6 zu gleichen Teilen in zwei (GlcNAc)3-

Moleküle sowie in (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 (Abb. 36 a). Dies spricht dafür, dass die Bindung des 

(GlcNAc)6 nur zu 50 % an die in Abb. 35 dargestellten Bindungsstellen im aktiven Zentrum erfolgt. Die 

spezifische Aktivität der Gerstenkornchitinase beträgt unter den angewandten Bedingungen für die 

Hydrolyse von (GlcNAc)6 ca. 0,8 min-1. (GlcNAc)5 wird von dieser Chitinase ausschließlich in (GlcNAc)2 

und (GlcNAc)3 gespaltet (Abb. 36 b), dies erklärt sich anhand der möglichen Bindungspositionen und der 

Spaltstelle im aktiven Zentrum. (GlcNAc)5 wurde sowohl bei einer bevorzugten Bindung an die 

Positionen (-3) ~ (+2) als auch bei einer favorisierten Bindung an die Stellen (-2) ~ (+3) immer in die 

Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 hydrolysiert, da die Spaltung symmetrisch zwischen (-1) und (+1) 

erfolgt. Eine Hydrolyse von kürzerkettigen Oligosacchariden, wie z. B. (GlcNAc)4 (Abb. 36 c), 

(GlcNAc)3 oder (GlcNAc)2 (Daten nicht gezeigt), konnte unter den hier angewandten Assay-Bedingungen 

nicht beobachtet werden. Somit zeigt sich, dass auch bei der Chitinase aus dem Gerstenkorn eine 

abnehmende Aktivität hinsichtlich kürzerkettiger Oligosaccharide auftritt.  
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Abb. 36 Quantitative Zeitkurven der (GlcNAc)n-Hydrolysen (n = 4 – 6) katalysiert durch die Gerstenkornchitinase. Die 
enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. a) 25 µM (GlcNAc)6 
wurden mit 0,5 µM Chitinase umgesetzt (100 % = 8,5 x 105 counts), b) 25 µM (GlcNAc)5 wurden mit 1 µM Chitinase 
umgesetzt (100 % = 5,5 x 105 counts), c) 25 µM (GlcNAc)4 wurden mit 1 µM Chitinase umgesetzt (100 % =  
7,0 x 105 counts). 

Auch im Falle der Gerstenkornchitinase wurde die Substratspezifität mit Hilfe des nicht-acetylierten 

Hexasaccharids (GlcN)6 überprüft. (GlcN)6 ist ein Oligosaccharid des Chitosans und wird in der Natur 

von Chitinasen nicht hydrolysiert. Die erhalten Zeitkurven sind in Abb. 37 dargestellt. Es zeigt sich, dass 

keine enzymatische Hydrolyse des unspezifischen Substrats stattfindet, was auf eine hohe 

Substratspezifiät schließen lässt und mit dem Verhalten in der Natur konform ist (25, 98). 

Der untersuchte Wildtyp der Gerstenkornchitinase war in der Lage, Oligosaccharide des Chitins 

(GlcNAc)n zu hydrolysieren. Im Folgenden sollte die Mutante E67Q der Gerstenkornchitinase untersucht 

werden, um den Einfluss der vorliegenden Mutation auf die Enzymaktivität zu überprüfen. 
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Abb. 37 Quantitative Zeitkurven der (GlcN)6-Hydrolyse katalysiert durch die Gerstenkornchitinase. Die enzymatische 
Reaktion wurde in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcN)6 wurden mit 0,5 µM 
Chitinase umgesetzt (100 % = 1,5 x 106 counts). 

4.2.2.2 Gerstenkornchitinase: E67Q-Mutante 

Glutaminsäure67 (E67) gehört neben Glutaminsäure89 (E89) zu den beiden Aminosäuren in der 

Chitinase aus dem Gerstenkorn, welche direkt am katalytischen Mechanismus beteiligt sind. E67 fungiert 

hierbei als Protonendonator; eine Mutation dieser katalytischen Aminosäure zu Glutamin (Q) sollte zu 

einer Inaktivierung des Enzyms führen (99).  

In Abb. 38 a wird ersichtlich, dass während der einstündigen Messung keine Spaltung des (GlcNAc)6-

Substrats erfolgte.  

 

Abb. 38 Quantitative Zeitkurven der (GlcNAc)6- und der (GlcN)6-Hydrolyse katalysiert durch die E67Q-Mutante der 
Gerstenkornchitinase. Die enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C 
durchgeführt. a) 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 0,5 µM E67Q-Chitinase umgesetzt (100 % = 2,5 x 106 counts),  
b) 25 µM (GlcN)6 wurden mit 0,5 µM E67Q-Chitinase umgesetzt (100 % = 4,5 x 106 counts). 

Des Weiteren wurde die Hydrolysereaktion beim Einsatz des unspezifischen Substrats (GlcN)6 untersucht 

(Abb. 38 b). Auch hier erfolgte keine enzymatische Spaltung. Die Ergebnisse zeigen, dass die Mutation 
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dieser für den katalytischen Mechanismus essentiellen Aminosäure zu einer völligen Inaktivierung des 

Enzyms führte. Demnach kann beim Einsatz einer inaktiven Mutante anhand der Reaktionskurven, 

welche nur das Verhalten des Substrats und der Produkte während der enzymatischen Reaktion 

widerspiegeln, keine Unterscheidung zwischen spezifischem und unspezifischem Substrat festgestellt 

werden. Dies gelingt im vorliegenden Fall erst beim Betrachten der gebildeten Enzym-Substrat-

Komplexe, worauf in Kapitel 4.3.2.1 näher eingegangen wird. 

Um eine Inaktivierung des Enzyms durch eine mögliche Entfaltung auszuschließen, wurde das Enzym 

nachfolgend mittels CD-Spektroskopie und MS untersucht. Des Weiteren sollte die E67Q-Mutante 

anhand ihrer massenspektrometrisch ermittelten Molekülmasse identifiziert werden. 

4.2.2.2.1 Bestimmung der Sekundärstruktur 

Zur Überprüfung der Sekundärstruktur der E67Q-Mutante wurde ein Weit-UV-Spektrum mittels CD-

Spektroskopie aufgezeichnet (Abb. 39). Anhand dieses Spektrums sollte durch Vergleich mit einem 

Spektrum des Wildtyps sichergestellt werden, dass die Inaktivität der E67Q-Mutante nicht auf einer 

veränderten Sekundärstruktur beruht. 

 

Abb. 39 CD-Spektrum der E67Q-Chitinase (c = 9,2 µM) in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C. 

Das Spektrum zeigt die für α-helicale Strukturen charakteristischen negativen Banden bei 208 nm und 

222 nm. Der Vergleich des ermittelten CD-Spektrums für die E67Q-Mutante mit dem des Wildtyps (99, 

100) zeigte, dass es aufgrund der Mutation zu keiner Strukturveränderung des Enzyms kommt. Zur 

Identifizierung des Enzyms anhand der vorliegenden Molekülmasse und um eine Aussage über die 

Tertiärstruktur der E67Q-Mutante treffen zu können, wurden im Anschluss massenspektrometrische 

Messungen durchgeführt. 
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4.2.2.2.2 Bestimmung der molekularen Masse und der Tertiärstruktur 

Mit Hilfe der Massenspektrometrie wird der jeweilige m/z-Wert einer Substanz detektiert, aus dem 

schließlich die Molekülmasse berechnet werden kann. Die Abb. 40 a und b zeigen die MS-Spektren des 

Wildtyps und der E67Q-Mutante. Anhand der ermittelten m/z-Signale lässt sich die jeweilige molekulare 

Masse berechnen. Aufgrund der Mutation der Glutaminsäure (MW = 129 Da) zu Glutamin (MW = 

128 Da) müssen sich die beiden Enzyme um einen Dalton in ihrer Masse unterscheiden. Die mittels MS 

bestimmten Molekülmassen von 25 938 Da für den Wildtyp und 25 937 Da für die E67Q-Mutante weisen 

genau diese Differenz auf. Dies liefert einen Hinweis im Hinblick auf die Identität der beiden Enzyme. 

  

Abb. 40 MS-Spektren des Wildtyps (c = 3,65 µM) und der E67Q-Mutante (c = 8,46 µM) der Gerstenkornchitinase 
unter nativen (10 mM Ammoniumacetat, pH 5.2) und denaturierenden (Ammoniumacetat/Methanol/Essigsäure) 
Bedingungen. a) Wildtyp unter nativen Bedingungen (100 % = 1,5 x 104 counts), b) E67Q-Mutante unter nativen 
Bedingungen (100 % = 1,8 x 104 counts), c) Wildtyp unter denaturierenden Bedingungen (100 % = 4,0 x 104 counts), 
d) E67Q-Mutante unter denaturierenden Bedingungen (100 % = 9,0 x 104 counts). 

Die massenspektrometrische Detektion eines Proteins unter nativen und denaturierenden Bedingungen 

kann Informationen über eine mögliche Entfaltung liefern. Aus diesem Grund wurde vom Wildtyp und 

von der E67Q-Mutante jeweils ein MS-Spektrum unter nativen (Abb. 40 a und b) und unter 

denaturierenden (Abb. 40 c und d) Bedingungen aufgezeichnet. Unter nativen Bedingungen besitzen 
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sowohl der Wildtyp als auch die Mutante drei Ladungszustände. Die höchste Intensität weist in beiden 

Fällen das 11-fach protonierte Enzymmolekül auf, daneben existieren auch 10-fach und 12-fach 

protonierte Ladungszustände. Unter denaturierenden Bedingungen kommt es aufgrund der Masse-zu-

Ladungsverschiebung in Richtung höher geladener Ionen zu einer bimodalen Verteilung, was auf eine 

teilweise Entfaltung des Proteins hindeutet (96, 97).  

Da der aktive Wildtyp und die inaktive Mutante unter nativen Bedingungen die gleiche 

Ladungsverteilung aufweisen, deuten die MS-Spektren darauf hin, dass bei der E67Q-Mutante keine 

Entfaltung der Proteinstruktur vorliegt. 

Der Vergleich der CD-Spektren des Wildtyps und der E67Q-Mutante ebenso wie der Vergleich der MS-

Spektren der beiden Enzyme unter nativen und denaturierenden Bedingungen weisen darauf hin, dass 

sowohl die Sekundärstruktur als auch die Tertiärstruktur der inaktiven Mutante durch die Mutation nicht 

wesentlich beeinflusst werden und somit die Inaktivierung des Enzyms auf die mutierte Aminosäure 

zurückgeführt werden kann. Zusätzlich konnten die MS-Spektren herangezogen werden, um die 

Molekülmassen der beiden Enzyme zu bestimmen und den Austausch der beiden Aminosäuren anhand 

der Massedifferenz von einem Dalton zu belegen. Im Anschluss sollte nun die Palmfarnchitinase 

hinsichtlich ihrer Hydrolyseaktivität und Reaktionswege analysiert werden. 

4.2.2.3 Palmfarnchitinase: Wildtyp 

Die Palmfarnchitinase gehört zur Familie 18 der Chitinasen. Es wird angenommen, dass diese Familie 

einen anderen Reaktionsmechanismus hinsichtlich des Übergangsprodukts aufweist als die Chitinasen der 

Familie 19 (z.B. Chitinase aus dem Gerstenkorn). In Abb. 41 a wird deutlich, dass diese Chitinase, wie 

zuvor die Gerstenkornchitinase, bevorzugt (GlcNAc)3-Moleküle bei der Hydrolyse des Hexasaccharids 

bildet, da auch bei diesem Enzym die Spaltung symmetrisch zwischen den Positionen  

(-1) und (+1) erfolgt. Es entstehen aber auch (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 bei der Spaltung. Die spezifische 

Aktivität der Palmfarnchitinase beträgt unter den angewandten Bedingungen für die Hydrolyse von 

(GlcNAc)6 8,3 min-1. (GlcNAc)5 wurde, ebenso wie bei der Chitinase aus dem Gerstenkorn, nur in 

(GlcNAc)3 und (GlcNAc)2 gespaltet (Abb. 41 b). (GlcNAc)4 wurde trotz höherer Enzymkonzentration 

unter den gegebenen Versuchsbedingungen nur sehr langsam als Substrat abgebaut (Abb. 41 c). Es wurde,  

im Gegensatz zur Lysozym-katalysierten Hydrolyse, vorwiegend in (GlcNAc)2 gespaltet und bindet 

demzufolge bevorzugt an die Stellen (-2) ~ (+2). Die beiden Zucker (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 wurden 

von der Palmfarnchitinase nicht hydrolysiert (Daten nicht gezeigt). Aus den ermittelten Reaktionskurven 

wird somit ersichtlich, dass auch bei der Palmfarnchitinase eine Abnahme der Aktivität hinsichtlich 

kürzerkettiger Oligosaccharide vorliegt. 
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Abb. 41 Quantitative Zeitkurven der (GlcNAc)n-Hydrolysen (n = 4 – 6) katalysiert durch die Palmfarnchitinase. Die 
enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. a) 25 µM (GlcNAc)6 
wurden mit 0,1 µM Chitinase umgesetzt (100 % = 7,5 x 105 counts), b) 25 µM (GlcNAc)5 wurden mit 0,1 µM Chitinase 
umgesetzt (100 % = 7,5 x 105 counts), c) 25 µM (GlcNAc)4 wurden mit 0,5 µM Chitinase umgesetzt (100 % = 7,0 x 
105 counts). 

Abb. 42 zeigt die Aktivität der Palmfarnchitinase gegenüber dem unspezifischen Substrat (GlcN)6. Auch 

hier wird die hohe Substratspezifität dieser Glykosidase, wie zuvor schon bei der Gerstenkornchitinase 

dargestellt, deutlich, da keine Hydrolyse des (GlcN)6 während der einstündigen Messung stattfand. 

Der untersuchte Wildtyp der Palmfarnchitinase war in der Lage, Oligosaccharide des Chitins (GlcNAc)n 

zu hydrolysieren. Nachfolgend sollten zwei Mutanten dieses Enzyms untersucht werden, um den Einfluss 

verschiedener Aminosäuren zu überprüfen, welche für die Bindung des Substrats im aktiven Zentrum 

zuständig sind. 
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Abb. 42 Quantitative Zeitkurven der (GlcN)6-Hydrolyse katalysiert durch die Palmfarnchitinase. Die enzymatische 
Reaktion wurde in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcN)6 wurden mit 0,1 µM 
Chitinase umgesetzt (100 % = 5,0 x 106 counts). 

4.2.2.4 Palmfarnchitinase: Mutanten W197A und F166A 

Zwei Mutanten der Palmfarnchitinase, W197A und F166A, wurden im Hinblick auf ihre enzymatische 

Aktivität massenspektrometrisch untersucht. Die vorliegenden Aminosäure-Mutationen betreffen hier die 

aromatischen Aminosäuren Tryptophan und Phenylalanin. Diese sind an der Bindung des Substrats im 

aktiven Zentrum beteiligt und wurden jeweils zu Alanin mutiert (20). Um eine ähnliche 

Substratabbaukurve wie beim Wildtyp zu erhalten, musste bei beiden Mutanten die 10-fache Menge an 

Enzym eingesetzt werden (Abb. 43). Die Mutante W197A spaltet (GlcNAc)6 ebenso wie der Wildtyp in 

zwei (GlcNAc)3-Moleküle und in (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4, allerdings ist bei dieser Mutante der 

gebildete Anteil der beiden Zucker (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 im Vergleich zum Wildtyp etwas erhöht 

(Abb. 43 a). Die F166A-Mutante hingegen weist ein Spaltungsmuster auf, bei dem die Bildung der beiden 

Oligosaccharide (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 im Vergleich zum Wildtyp etwas erniedrigt ist (Abb. 43 b). 

Beide Mutanten weisen eine spezifische Aktivität von ca. 0,5 min-1 für die Hydrolyse von (GlcNAc)6 auf, 

was im Vergleich zum Wildtyp einer relativen Abbaurate von 6 % entspricht. Sie spalten das Substrat 

(GlcNAc)5 wie der Wildtyp ausschließlich in (GlcNAc)3 und (GlcNAc)2 (Abb. 43 c und d). (GlcNAc)4 

wurde trotz erhöhter Enzymkonzentration nur sehr langsam hydrolysiert. Bei beiden Mutanten erfolgte 

die Spaltung des Tetrasaccharids (GlcNAc)4 ebenso wie beim Wildtyp bevorzugt in zwei (GlcNAc)2-

Moleküle (Abb. 43 e und f).  

Die erhaltenen Zeitkurven zeigen, dass sich die Mutation der aromatischen Aminosäure in beiden Fällen 

stark auf die Hydrolyseaktivität auswirkt, was aufgrund der hier mutierten Aminosäuren auf eine 

verschlechterte Bindung im aktiven Zentrum zurückzuführen ist. Beim Wildtyp und bei den Mutanten lag 

beim Einsatz der verschiedenen Substrate im Wesentlichen die gleiche Produktbildung vor, eine geringe 

Abweichung konnte nur bei der Hydrolyse des (GlcNAc)6 festgestellt werden. (GlcNAc)5 und (GlcNAc)4 
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wurden von allen drei Enzymen identisch gespalten. Dies zeigt, dass die bevorzugten  

Bindungspositionen im aktiven Zentrum trotz Mutation erhalten bleiben.  

 

Abb. 43 Quantitative Zeitkurven der (GlcNAc)n-Hydrolysen (n = 4 – 6) katalysiert durch die Palmfarnchitinase-
mutanten. Die enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt.  
a) 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 1 µM W197A-Chitinase umgesetzt (100 % = 7,5 x 105 counts), b) 25 µM (GlcNAc)6 
wurden mit 1 µM F166A-Chitinase umgesetzt (100 % = 7,5 x 105 counts), c) 25 µM (GlcNAc)5 wurden mit 1 µM 
W197A-Chitinase umgesetzt (100 % = 8,5 x 105 counts), d) 25 µM (GlcNAc)5 wurden mit 1 µM F166A-Chitinase 
umgesetzt (100 % = 7,5 x 105 counts), e) 25 µM (GlcNAc)4 wurden mit 2 µM W197A-Chitinase umgesetzt (100 % = 
1,1 x 106 counts), f) 25 µM (GlcNAc)4 wurden mit 5 µM F166A-Chitinase umgesetzt (100 % = 6,0 x 105 counts). 
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Des Weiteren konnte auch bei den Mutanten festgestellt werden, dass die Hydrolyseaktivität hinsichtlich 

kürzerkettiger Oligosaccharide abnimmt. Zudem wurden auch Reaktionen mit dem unspezifischen 

Substrat (GlcN)6 durchgeführt (Daten nicht gezeigt). Bei beiden Mutanten erfolgte keine Hydrolyse, was 

für den Erhalt der Substratspezifität spricht. 

Die Bestimmung der Molekülmassen der beiden Mutanten erfolgte anhand der bestimmten m/z-Werte. 

Abb. 44 zeigt die MS-Spektren der W197A- und der F166A-Mutante. Die molekulare Masse des 

Wildtyps beträgt 38548 Da. Somit muss beim Austausch des Tryptophans (MW = 186 Da) durch ein 

Alanin (71 Da) eine Differenz in der Molekülmasse von 115 Da vorliegen und bei der Mutation des 

Phenylalanins (147  Da) zu Alanin (71 Da) eine Differenz von 76 Da. 

 

Abb. 44 MS-Spektren (m/z-Bereich 2700 – 3000) der beiden Palmfarnchitinasemutanten. a) 1 µM W197A-
Palmfarnchitinase (100 % = 1,0 x 103 counts), b) 1 µM F166A-Palmfarnchitinase (100 % = 1,4 x 103 counts) in 10 mM 
Ammoniumacetat pH 5,2. 

Mit Hilfe der vorliegenden MS-Spektren der beiden Mutanten konnten die aufgrund der Mutationen 

erwarteten Differenzen in der Molekülmasse bestätigt werden.  

Neben Lysozym konnten ebenfalls Enzyme der Familie der Chitinasen mit der hier entwickelten 

massenspektrometrischen Methode untersucht werden. Diese Enzyme besitzen wie Lysozym sechs 

Bindungsstellen im aktiven Zentrum und spalten (GlcNAc)n-Oligosaccharide. Im Gegensatz zu Lysozym 

weisen die Chitinasen allerdings eine unterschiedliche Substratbindung im aktiven Zentrum auf, was zu 

einer abweichenden Produktbildung führt. 

Die massenspektrometrische Methode lieferte auch hier für den Abbau der verschiedenen Substrate 

quantitative Zeitkurven, welche zum einen zur Bestimmung der Hydrolyseaktivität herangezogen werden 

konnten und zum anderen die jeweilige Produktverteilung darlegten. Die gebildeten Produkte können 

wiederum Aussagen über bevorzugte Bindungsstellen im aktiven Zentrum liefern.  

Es zeigte sich, dass auch bei den Chitinasen, wie zuvor bei Lysozym beobachtet, eine abnehmende 

Hydrolyseaktivität hinsichtlich kürzerkettiger Substrate vorlag. Des Weiteren wiesen die Chitinasen 
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ebenfalls eine hohe Substratspezifität auf, die auch nach der Mutation erhalten blieb. Daneben konnte die 

massenspektrometrische Methode genutzt werden, anhand der ermittelten Substratabbaukurven den 

Einfluss unterschiedlicher Mutationen auf die Hydrolyseaktivität zu bestimmen.  

Betrachtet man das Enzym massenspektrometrisch, dann kann das jeweilige MS-Spektrum sowohl 

Aussagen über die vorliegende Mutation anhand der Molekülmasse liefern als auch Hinweise auf eine 

mögliche Veränderung der Tertiärstruktur geben. 

Eine weitere Gruppe der Glykosidasen sind die Chitosanasen. Auch sie besitzen ein ähnliches aktives 

Zentrum, das sechs Substratbindungsstellen aufweist. Sie spalten aber im Gegensatz zu Lysozym und den 

Chitinasen die nicht-acetylierten Oligosaccharide (GlcN)n des Chitosans. Auch diese Enzymgruppe sollte 

massenspektrometrisch hinsichtlich ihrer Aktivität und ihrer Abbauwege untersucht werden.  

 

4.2.3 Chitosanasen: Endo- und Exo-Chitosanase 

In dieser Arbeit wurden zwei Chitosanasen, welche unterschiedliche Reaktionsmechanismen aufweisen, 

massenspektrometrisch untersucht. Die eingesetzte Endo-Chitosanase besitzt ein sehr ähnliches aktives 

Zentrum wie Lysozym. Die Spaltung findet ebenfalls zwischen den Positionen (-1) und (+1) statt, jedoch 

wird das (GlcN)6-Substrat an den Positionen (-3)(-2)(-1)(+1)(+2)(+3) gebunden. Dies führt zu einer 

anderen Produktbildung als bei Lysozym. Die untersuchte Exo-Chitosanase weist im Gegensatz dazu 

einen anderen Spaltungsmechanismus auf, da sie das Substrat jeweils vom nicht-reduzierenden Ende her 

hydrolysiert und daher bei jedem Hydrolysevorgang ein (GlcN)-Molekül und ein um diese (GlcN)-

Einheit verkürztes Oligosaccharid entsteht. 

4.2.3.1 Endo-Chitosanase: Wildtyp 

In Abb. 45 sind schematisch die Substratbindungsstellen der Endo-Chitosanase dargestellt. Die Spaltung 

des (GlcN)6-Substrats erfolgt symmetrisch zwischen den Positionen (-1) und (+1). Dies führt zu einer 

bevorzugten Bildung von (GlcN)3 (26). 

 

Abb. 45 Schematische Darstellung der Spaltungsposition der Endo-Chitosanase am Beispiel des (GlcN)6. 
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Der Abbau der eingesetzten Substrate durch den Endo-Chitosanase Wildtyp ähnelt dem der Chitinasen. 

Aus (GlcN)6 wird bevorzugt (GlcN)3 gebildet, es entstehen aber auch die Spaltprodukte (GlcN)4 und 

(GlcN)2. Das aus (GlcN)6 gebildete (GlcN)4 konnte von der Endo-Chitosanase sehr gut als Substrat 

verwertet werden und wurde, wie in Abb. 46 a ersichtlich, während der einstündigen Analyse komplett 

hydrolysiert. Das Substrat (GlcN)5 wurde ausschließlich in (GlcN)3 und (GlcN)2 gespaltet (Abb. 46 b). 

Beim Einsatz von (GlcN)4 erfolgte die Spaltung in zwei (GlcN)2-Moleküle (Abb. 46 c). (GlcN)3  

(Abb. 46 d) und (GlcN)2 (Daten nicht gezeigt) wurden von der Endo-Chitosanase nicht hydrolysiert. 

 

Abb. 46 Quantitative Zeitkurven der (GlcN)n-Hydrolysen (n = 3 – 6) katalysiert durch Endo-Chitosanase. Die 
enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. Es wurden jeweils 
25 µM (GlcN)n (n = 3 – 6) mit 5 nM Endo-Chitosanase umgesetzt. a) (GlcN)6  (100 % = 2,0 x 106 counts), b) (GlcN)5 
(100 % = 1,0 x 106 counts), c) (GlcN)4 (100 % = 1,5 x 106 counts), d) (GlcN)3 (100 % = 1,4 x 106 counts). 

Da die Endo-Chitosanase im Gegensatz zu den Chitinasen das nicht-acetylierte Oligosaccharid (GlcN)6 

als spezifisches Substrat erkennt, wurde in diesem Fall zur Überprüfung der Spezifität das acetylierte 

Oligosaccharid (GlcNAc)6 als unspezifisches Substrat eingesetzt. Die für diese Reaktion erhaltenen 

Zeitkurven sind in Abb. 47 dargestellt. Es erfolgte keine Hydrolyse des (GlcNAc)6 während der Messung, 

was ebenfalls für eine hohe Substratspezifität der Endo-Chitosanase spricht. 
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Abb. 47 Quantitative Zeitkurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch die Endo-Chitosanase. Die enzymatische 
Reaktion wurde in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 5 nM Endo-
Chitosanase umgesetzt (100 % = 1,1 x 106 counts). 

Im Anschluss sollte der Einfluss unterschiedlicher Mutationen auf die Hydrolyseaktivität untersucht 

werden. Des Weiteren sollte anhand der Abbauwege überprüft werden, ob sich einzelne Mutationen auf 

die Produktverteilung und somit auf die bevorzugte Bindung im aktiven Zentrum auswirken. 

4.2.3.2 Endo-Chitosanase: Mutanten D201A, D40G, D40G/T45D und T45E 

Zur näheren Charakterisierung des aktiven Zentrums wurden verschiedene Mutanten der Endo-

Chitosanase bezüglich ihrer enzymatischen Aktivität und ihres Spaltungsmusters im Vergleich zum 

Wildtyp untersucht. Die hier vorliegenden Zeitkurven für die einzelnen Mutanten wurden bei einer 

Fragmentorspannung von 215 V vermessen. Diese Spannung führte zu einer gewissen Fragmentierung 

der einzelnen Zucker, daher liegen hier keine quantitativen, sondern nur fragmentierungsbereinigte Daten 

vor. Aus den Abb. 48 a – d wird ersichtlich, dass die einzelnen Mutanten das Substrat (GlcN)6 in gleicher 

Weise wie der Wildtyp hydrolysieren, auch sie bilden bevorzugt zwei (GlcN)3-Moleküle. Das zu einem 

weit geringeren Anteil gebildete (GlcN)4-Saccharid wurde auch von den Mutanten sehr schnell nach 

Beendigung der (GlcN)6-Hydrolyse abgebaut. Die einzelnen Chitosanasen unterscheiden sich jedoch je 

nach mutierter Aminosäure stark in ihrer Hydrolyseaktivität. Die D201A-Mutante wies bei einer 

Verdoppelung der Enzymkonzentration auf 10 nM eine ähnliche Aktivität wie der Wildtyp auf  

(Abb. 48 a). Bei der D40G-Mutante musste die 40-fache Menge an Enzym eingesetzt werden, um 

innerhalb der einstündigen Messung 25 µM (GlcN)6 vollständig zu hydrolysieren (Abb. 48 b). Bei den 

Mutanten D40G/T45D (Abb. 48 c) und T45E (Abb. 48 d) musste die Enzymkonzentration sogar um das 

500-fache bzw. 1000-fache erhöht werden, um aussagekräftige Kurven während der sechzigminütigen 

Analyse zu erhalten.  
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Abb. 48 Fragmentierungsbereinigte Zeitkurven der (GlcN)6-Hydrolyse katalysiert durch die Endo-Chitosanase-
mutanten. Die enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt.  
a) 25 µM (GlcN)6 wurden mit 0,01 µM D201A-Endo-Chitosanase umgesetzt (100 % = 6,0 x 106 counts), b) 25 µM 
(GlcN)6 wurden mit 0,2 µM D40G-Endo-Chitosanase umgesetzt (100 % = 1,9 x 106 counts), c) 25 µM (GlcN)6 wurden 
mit 2,5 µM D40G/T45D-Endo-Chitosanase umgesetzt (100 % = 3,0 x 106 counts), d) 25 µM (GlcN)6 wurden mit 5 µM 
T45E-Endo-Chitosanase umgesetzt (100 % = 3,0 x 106 counts). 

Es konnte festgestellt werden, dass die mutierten Aminosäuren einen sehr unterschiedlichen Einfluss auf 

die Enzymaktivität ausüben. Die ermittelten Zeitkurven der verschiedenen Mutanten zeigen, dass bei 

einigen erst durch eine drastische Erhöhung der Enzymkonzentration ein Substratabbau beobachtet 

werden konnte. Die Produktverteilung wurde durch die jeweiligen Mutationen nicht beeinflusst. Bei der 

D40G-Mutante handelt es sich um einen Sonderfall, da es trotz der Mutation einer katalytischen 

Aminosäure gelungen war, durch Erhöhen der Enzymkonzentration einen Substratabbau zu beobachten. 

Die anhand der Substratabbaukurven bestimmten spezifischen Aktivitäten und die daraus berechneten 

relativen Abbauraten im Vergleich zur Wildtyp-katalysierten (GlcN)6-Hydrolyse sind im nachfolgenden 

Kapitel aufgeführt. 
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4.2.3.3 Spezifische Aktivitäten und relative Abbauraten der Endo-Chitosanasen 

Um Aussagen über die Hydrolysegeschwindigkeit hinsichtlich der eingesetzten Substrate und der 

untersuchten Mutanten zu erhalten, wurden die relativen Abbauraten anhand der spezifischen Aktivitäten 

ermittelt (siehe Tabelle 7). Die spezifische Aktivität wurde hier pro µM-Enzym berechnet und ergibt sich 

aus der eingesetzten Substratmenge und der zum Abbau des Substrats benötigten Hydrolysezeit  

(siehe Kapitel 4.2.1 Gleichung (3)). Die D201A-Mutante wies trotz ihrer Mutation noch eine relative 

Abbaurate von 27,8 % im Vergleich zum Wildtyp auf. Bei der D40G-Mutante führte die Mutation zu 

einer stärkeren Erniedrigung der Hydrolysaktivität, welche nur noch 0,6 % betrug. Die Doppelmutante 

D40G/T45D wies eine relative Abbaurate von 0,1 % auf, die eingesetzte Mutante T45E besaß nur noch 

0,02 % der ursprünglichen Hydrolyseaktivität. 

Tabelle 7 Spezifische Aktivitäten und relative Abbauraten des Endo-Chitosanase Wildtyps beim Einsatz 
unterschiedlicher Substrate und Vergleich der relativen Abbauraten zwischen Endo-Chitosanase Wildtyp und seinen 
Mutanten. 

Enzym spezifische Aktivitäta relative Abbaurateb 

Wildtyp    (GlcN)6: (670 ± 35) min-1 100 % 

    (GlcN)5: (590 ± 35) min-1 88,1 % 

    (GlcN)4: (200 ± 8) min-1 29,9 % 

D201A    (GlcN)6: (186 ± 6) min-1 27,8 % 

D40G    (GlcN)6: (4,0 ± 0,2) min-1 0,60 % 

D40G/T45D    (GlcN)6: (0,83 ± 0,04) min-1 0,12 % 

T45E    (GlcN)6: (0,12 ± 0,01) min-1 0,02 % 
a Die spezifische Aktivität wurde aus den massenspektrometrisch ermittelten Abbaukurven berechnet.  
b Die relative Abbaurate wurde anhand der spezifischen Aktivität berechnet, wobei die ermittelte spezifische Aktivität 
des Wildtyps für die (GlcN)6-Hydrolyse auf 100 % gesetzt wurde. 

Es zeigte sich, dass bei der massenspektrometrischen Untersuchung der unterschiedlichen Substrate eine 

abnehmende Aktivität des Wildtyps hinsichtlich kürzerkettiger Oligosaccharide auftritt. Die Spaltung des 

(GlcN)5-Substrats erfolgte im Vergleich zur (GlcN)6-Hydrolyse mit einer relativen Abbaurate von 88,1 %, 

die des (GlcN)4-Substrats mit einer relativen Abbaurate von 29,9 %. Die Mutanten besaßen je nach 

mutierter Position und Aminosäure sehr unterschiedliche Aktivitäten. Demnach wies die D201A-Mutante 

mit 27,8 % eine im Vergleich zu den drei anderen Mutanten sehr hohe Aktivität auf. Dies deutet darauf 

hin, dass Asparaginsäure201 (D201) im Vergleich zu den anderen mutierten Aminosäuren eine eher 

untergeordnete Funktion bei der enzymatischen Hydrolyse spielt. 

Nachfolgend sollte nun die Exo-Chitosanase hinsichtlich ihrer Hydrolyseaktivität und Reaktionswege 

untersucht werden. Bei diesem Enzym handelt es sich um einen besonders interessanten Fall, da aufgrund 
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des zuvor beschriebenen Reaktionsmechanismus ein völlig anderes Spaltungsmuster als bei den bisher 

analysierten Enzymen zu erwarteten war. 

4.2.3.4 Exo-Chitosanase 

In Abb. 49 sind schematisch die Bindungsstellen der Exo-Chitosanase (-2) ~ (+4) im aktiven Zentrum 

dargestellt. Da die Bindungsposition (-2) eine für das Substrat ungünstige positive freie Bindungsenergie 

aufweist, meidet das jeweils eingesetzte Substrat diese Bindungsstelle. Somit bindet das (GlcN)6-Substrat 

an die Stellen (-1) ~ (+5). Da die Spaltung zwischen den Positionen (-1) und (+1) erfolgt, führt dies im  

1. Hydrolysezyklus zur Bildung eines (GlcN)-Moleküls und (GlcN)5. Das gebildete Produkt (GlcN)5 wird 

wiederum in ein (GlcN)-Molekül und (GlcN)4 hydrolysiert. Die Hydrolyse setzt sich so lange fort, bis nur 

noch (GlcN)-Moleküle in Lösung vorliegen (29).  

 
Abb. 49 Schematische Darstellung der Spaltungsposition der Exo-Chitosanase am Beispiel des (GlcN)6. 

Die Abb. 50 a – e zeigen die enzymatische Spaltung der Oligosaccharide (GlcN)n (n = 2 – 6) katalysiert 

durch die Exo-Chitosanase. Anhand der Reaktionswege wird deutlich, dass dieses Enzym, wie oben 

beschrieben, jeweils ein (GlcN)-Molekül pro Hydrolysezyklus abspaltet.  

Beim Einsatz von (GlcN)6 als Substrat (Abb. 50 a) entstand zunächst (GlcN)5 durch Abspaltung eines 

(GlcN)-Moleküls. (GlcN)5 wurde dann in (GlcN)4 und (GlcN) hydrolysiert, das gebildete (GlcN)4 wurde 

anschließend in (GlcN)3 und (GlcN) gespaltet usw. Das gleiche Spaltungsmuster zeigte sich auch für die 

kürzeren als Substrat eingesetzten Oligosaccharide. Die Hydrolyse von (GlcN)5 ist in Abb. 50 b 

dargestellt, die von (GlcN)4 in Abb. 50 c. Im Gegensatz zu den Endo-Enzymen konnte die Exo-

Chitosanase auch die kürzerkettigen Zucker (GlcN)3 und (GlcN)2 hydrolysieren (Abb. 50 d und e). Des 

Weiteren wurde auch bei der Exo-Chitosanase durch Einsatz des unspezifischen Substrats (GlcNAc)6 die 

Substratspezifität überprüft. Auch bei der Exo-Chitosanase-katalysierten Reaktion erfolgte aufgrund ihrer 

Substratspezifität keine Spaltung des acetylierten Oligosaccharids (Daten nicht gezeigt). 
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Abb. 50 Quantitative Zeitkurven der (GlcN)n-Hydrolysen (n = 2 – 6) katalysiert durch die Exo-Chitosanase. Die 
enzymatischen Reaktionen wurden in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. Es wurden jeweils 
25 µM (GlcN)n (n = 2 – 6) mit 0,96 nM Exo-Chitosanase umgesetzt. a) (GlcN)6  (100 % = 1,65 x 106 counts),  
b) (GlcN)5 (100 % = 1,85 x 106 counts), c) (GlcN)4 (100 % = 1,75 x 106 counts), d) (GlcN)3 (100 % = 8,5 x 105 counts), 
e) (GlcN)2 (100 % = 7,5 x 105 counts). 

Mit Hilfe der massenspektrometrisch bestimmten Abbaukurven wurde im Anschluss die spezifische 

Aktivität der Exo-Chitosansase beim Einsatz der verschiedenen Substrate berechnet. 
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4.2.3.5 Spezifische Aktivitäten der Exo-Chitosanase 

Um Aussagen über die Hydrolysegeschwindigkeit hinsichtlich der eingesetzten Substrate zu erhalten, 

wurde die spezifische Aktivität der Exo-Chitosanase für die Substrate unterschiedlicher Kettenlänge 

(GlcN)n (n = 3 – 6) ermittelt (Tabelle 8). Diese wurden zunächst analog zu den spezifischen Aktivitäten 

der Endo-Chitosanasen berechnet. D. h. es wurde anhand der Abbaukurven bestimmt, welche 

Hydrolysezeit pro µM-Enzym benötigt wurde, um die eingesetzte Substratmenge vollständig zu 

hydrolysieren (siehe Kapitel 4.2.1 Gleichung (3)). Hierbei muss allerdings beachtet werden, dass bei der 

Exo-Chitosanase je nach eingesetzter Substratlänge mehrere Hydrolysezyklen durchlaufen werden, bis 

nur noch (GlcN)-Moleküle, welche das Endprodukt darstellen, vorliegen. Um die berechneten Aktivitäten 

beim Einsatz der einzelnen Substrate vergleichen zu können, müssen daher die benötigten Zyklen bis zum 

vollständigen Abbau einberechnet werden. Daraus resultiert eine relative spezifische Aktivität, welche 

zum Vergleich der Hydrolyseaktivität hinsichtlich der Substrate unterschiedlicher Kettenlänge 

herangezogen werden kann (Tabelle 8).  

Betrachtet man die ermittelten spezifischen Aktivitäten für die einzelnen Substrate, dann zeigt sich, dass 

die längerkettigen Oligosaccharide langsamer hydrolysiert werden. Dies erklärt sich aus dem hier 

vorliegenden katalytischen Mechanismus. Durch die Abspaltung einer (GlcN)-Einheit entsteht als 

Produkt ein kürzerkettiges Oligosaccharid, das zugleich wieder als Substrat fungiert und somit den Abbau 

des eigentlichen Substrats verzögert, indem es mit diesem um das aktive Zentrum konkurriert. Betrachtet 

man nun die relative spezifische Aktivität, welche die Anzahl der Hydrolysezyklen einbezieht, dann zeigt 

sich, dass die Substrate (GlcN)4, (GlcN)5 und (GlcN)6, unter Berücksichtigung des Messfehlers, gleich 

schnell hydrolysiert wurden, für (GlcN)3 wurde eine etwas höhere relative spezifische Aktivität bestimmt. 

Tabelle 8 Spezifische Aktivitäten der Exo-Chitosanase beim Einsatz unterschiedlicher Substrate  

Enzym spezifische Aktivitäta Hydrolysezyklen relative spezifische Aktivitätb 

Wildtyp     (GlcN)6: (435 ± 15) min-1 5 (GlcN)6: (2175 ± 75) min-1 

     (GlcN)5: (540 ± 16)  min-1 4 (GlcN)5: (2160 ± 64) min-1 

     (GlcN)4: (840 ± 27)  min-1 3 (GlcN)4: (2520 ± 81) min-1 

     (GlcN)3: (1650 ± 200) min-1 2 (GlcN)3: (3300 ± 400) min-1 

a Die spezifische Aktivität wurde aus den massenspektrometrisch ermittelten Abbaukurven berechnet. Die spezifische 
Aktivität der Exo-Chitosanase hinsichtlich des (GlcN)2-Substrats wurde an dieser Stelle nicht ermittelt, da auch beim 
Einsatz geringerer (GlcN)2-Konzentrationen kein völliger Abbau während der einstündigen Messung erfolgte. 
b Die relative spezifische Aktivität berechnet sich aus der spezifischen Aktivität unter Berücksichtigung der je nach 
eingesetztem Substrat benötigten Hydrolysezyklen. 

Die ermittelten Zeitkurven beim Einsatz des (GlcN)2-Substrats zeigen im Vergleich zu den anderen 

Oligosacchariden eine stark verlangsamte Abbaugeschwindigkeit dieses Zuckers (Abb. 50 e). Dies kann 

auf die geringe Bindungsaffinität des (GlcN)2 an den Positionen (-1) und (+1) zurückgeführt werden. 



Kapitel 4: Ergebnisse 

  67 

Demnach ist die geringe Affinität des (GlcN)2 zum aktiven Zentrum für den schnelleren Abbau des 

(GlcN)3 verantwortlich, da mit (GlcN)2 ein sehr schwacher Konkurrent um das aktive Zentrum vorliegt.  

Bisher konnte anhand der ermittelten Substratabbaukurven und unter Berücksichtigung der je nach 

eingesetztem Substrat benötigten Hydrolysezyklen gezeigt werden, dass die Exo-Chitosanase hinsichtlich 

der Substrate (GlcN)4, (GlcN)5 und (GlcN)6 die gleiche relative spezifische Aktivität aufwies. Dies wurde 

anhand des gebildeten Zwischenprodukts (GlcN)3 überprüft. Neben den unterschiedlichen 

Ausgangssubstraten wurde zudem die Abhängigkeit der (GlcN)3-Zeitkurven bezüglich der jeweiligen 

Substratkonzentrationen betrachtet. Abb. 51 verdeutlicht den Einfluss des eingesetzten Substrats ((GlcN)4, 

(GlcN)5 bzw. (GlcN)6) und der jeweils eingesetzten Substratkonzentration (6,25 µM, 12,5 µM, 25,0 µM 

und 37,5 µM) auf die Entstehung des Zwischenprodukts (GlcN)3.  

 

Abb. 51 Zeitkurven des Zwischenprodukts (GlcN)3 beim Einsatz unterschiedlicher Substrate und unterschiedlicher 
Substratkonzentrationen katalysiert durch 0,96 nM Exo-Chitosanase. Die enzymatischen Reaktionen wurden in 
10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. a) – c): 6,25 µM (GlcN)n (n = 4 – 6), d) – f): 12,5 µM (GlcN)n  
(n = 4 – 6), g) – i): 25 µM (GlcN)n (n = 4 – 6), j) – l): 37,5 µM (GlcN)n (n = 4 – 6). (Abb. 51 a, d, g, j: 100 % = 
1,5 x 106 counts; Abb. 51 b, e, h, k: 100 % = 1,0 x 106 counts; Abb. 51 c, f, i, l: 100 % = 0,6 x 106 counts).  
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Es zeigt sich, dass bei gleicher Substratkonzentration mit zunehmender Substratkettenlänge das (GlcN)3-

Maximum später erreicht wurde. In Tabelle 9 ist die jeweilige Zeitdauer aufgeführt, die je nach Substrat 

und Konzentration bis zum Erreichen des (GlcN)3-Maximums benötigt wurde. Bei einer 

Substratkonzentration von 6,25 µM (GlcN)4 erreichte das (GlcN)3-Saccharid sein Maximum nach 4 min 

(Abb. 51 a), diese Zeit verdoppelte sich beim Einsatz von 6,25 µM (GlcN)5 auf 8 min (Abb. 51 b), da hier 

zunächst (GlcN)4 entsteht und erst aus (GlcN)4 durch Abspalten eines (GlcN)-Moleküls (GlcN)3 gebildet 

wurde. Die benötigte Zeitdauer verdreifachte sich bei der Hydrolyse von 6,25 µM des (GlcN)6-Zuckers 

auf 12 min (Abb. 51 c), da (GlcN)3 über die beiden Zwischenprodukte (GlcN)5 und (GlcN)4 entsteht. 

Somit ergibt sich für die Exo-Chitosanase, dass die Enzymaktivität im Falle der Substrate (GlcN)4, 

(GlcN)5 und (GlcN)6 unabhängig von der Substratkettenlänge ist.  

Tabelle 9 (GlcN)3-Maxima der durch die Exo-Chitosanase katalysierten Hydrolyse verschiedener Substrate und 
verschiedener Substratkonzentrationen 

Substrat- 
konzentration 

Substrat 
(GlcN)4 

Substrat 
(GlcN)5 

Substrat 
(GlcN)6 

6,25 µM 4 min 8 min 12 min 

12,5 µM 8 min 16 min 24 min 

25,0 µM 16 min 35 / 32 min 48 min 

37,5 µM 24 min 48 min 72 min 

(GlcN)3 entsteht als Zwischenprodukt während der enzymatischen Hydrolyse längerkettiger Oligosaccharide (GlcN)4, 
(GlcN)5 und (GlcN)6. Die zum Erreichen des Maximums der jeweiligen (GlcN)3-Spur benötigte Zeit wurde aus  
Abb. 51 abgelesen. Die in kursiver Schrift angegebenen Minuten sind theoretisch kalkulierte Daten. 

Ebenso besteht ein zeitlicher Zusammenhang beim Einsatz unterschiedlicher Substratkonzentrationen; 

wird die Konzentration von 6,25 µM (Abb. 51 a - c) auf 12,5 µM (Abb. 51 d - f) erhöht, verdoppelt sich 

auch in diesem Fall die Zeit bis zum Erreichen des (GlcN)3-Maximums (siehe Tabelle 9). Bei (GlcN)5 

zeigt sich ab einer Substratkonzentration von 25 µM (Abb. 51 h) eine leichte Verschiebung des (GlcN)3-

Maximums. Dies wird experimentell nach 35 min erreicht, 3 min später als theoretisch kalkuliert. Die 

(GlcN)3-Maxima für die enzymatischen Reaktionen mit 37,5 µM (GlcN)5 (Abb. 51 k), 25 µM (GlcN)6 

(Abb. 51 i) und 37,5 µM (GlcN)6 (Abb. 51 l) konnten anhand der (GlcN)3-Kurven nicht abgelesen werden. 

Die für diese Reaktionen in Tabelle 9 aufgeführten Zeiten stellen daher theoretisch kalkulierte Werte dar. 

Die Ergebnisse zeigen, dass sich die massenspektrometrische Methode eignet, verschiedene 

Enzymgruppen der Glykosidasen hinsichtlich ihrer Aktivität und ihrer Reaktionswege zu untersuchen. Da 

beim Einsatz der Massenspektrometrie die einzelnen Substanzen anhand ihrer m/z-Werte bestimmt 

werden, konnten mit dieser Detektionsmethode sowohl die Hydrolysereaktionen des Lysozyms und der 

Chitinasen, welche das acetylierte Substrat spalten, als auch die enzymatischen Reaktionen der 

Chitosanasen, welche das nicht-acetylierte Substrat hydrolysieren, analysiert werden. Des Weiteren 
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konnten mit dieser Methode Substratspezifitäten aufgezeigt werden, ebenso wie veränderte 

Hydrolyseaktivitäten bedingt durch Mutationen.  

Neben Substrat und Produkten konnte auch das Enzym massenspektrometrisch detektiert werden. Das 

MS-Spektrum lieferte zum einen die Molekülmasse des analysierten Enzyms, welche zur Identifikation 

herangezogen werden konnte, zum anderen konnten mit Hilfe des MS-Spektrums Aussagen über eine 

mögliche Entfaltung anhand der Tertiärstruktur getroffen werden. 

Nachdem die einzelnen Enzyme hinsichtlich ihres Spaltungsmusters beim Einsatz unterschiedlicher 

Substrate mit Hilfe der ermittelten quantitativen Zeitkurven eingehend untersucht worden waren, werden 

im nachfolgenden Kapitel die während der enzymatischen Hydrolyse gebildeten Enzym-Ligand-

Komplexe genauer betrachtet, um anhand dieser Ergebnisse Aussagen über vorliegende Spezifitäten und 

Affinitäten zu treffen. 

 

4.3 Enzym-Ligand-Komplexe: Bestimmung von Spezifitäten und Affinitäten  

Die massenspektrometrische Detektion bietet den Vorteil, sowohl das Substrat als auch die Produkte 

simultan in einer Messung zu analysieren. Durch den Einsatz der Elektrospray-Ionisation, welche eine 

weiche Ionisierungsmethode darstellt, und eines Flugzeit-Massenspektrometers, welches über einen 

weiten m/z-Bereich eine hohe Genauigkeit und Empfindlichkeit besitzt, besteht außerdem die 

Möglichkeit, das Enzym und Enzym-Ligand-Komplexe zu detektieren. Dies ermöglicht es - wie in 

Kapitel 4.1.3 bereits beschrieben - mit dieser Methode neben der Enzymaktivität und den Abbauwegen 

auch Unterschiede in der Komplexbildung z.B. beim Einsatz von spezifischem und unspezifischem 

Substrat nachzuweisen. Des Weiteren können Affinitäten zwischen Enzym und Ligand bestimmt und 

diese in Form einer Dissoziations- (KD) oder Assoziationskonstante (KA) berechnet werden. 

4.3.1 Lysozym  

Bei Lysozym handelt es sich mit einem vorliegenden Molekulargewicht von 14306 Da um ein kleines 

Protein. Dieses trägt bei pH 5,2 ausreichend viele Ladungen und kann somit mit dem in dieser Arbeit 

eingesetzten Massenspektrometer neben dem Substrat und den Produkten simultan detektiert werden.  

4.3.1.1 Spezifität: spezifisches / unspezifisches Substrat 

Lysozym spaltet neben der Mureinschicht der Bakterienzellwand auch Chitin. Aus diesem Grund stellt 

das Oligosaccharid des Chitins, (GlcNAc)6, ein Substrat für die von Lysozym katalysierte Hydrolyse dar 

(siehe Abb. 33 a). Im Gegensatz dazu wird das Oligosaccharid des Chitosans, (GlcN)6, wie unter 4.2.1. in 

Abb. 34 gezeigt, nicht gespaltet. Diese Substratspezifität spiegelt sich auch in der Bildung der Lysozym-
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Komplexe wider. Abb. 52 a zeigt ein Spektrum zu Beginn der von 5 µM Lysozym katalysierten 

Hydrolysereaktion von 25 µM (GlcNAc)6. Neben frei in Lösung vorliegendem Lysozym (m/z 1789,2) 

wurde ein hoher Anteil an Lysozym-(GlcNAc)6-Komplex (m/z 1943,8) detektiert, da zu diesem Zeitpunkt 

noch viel Substrat frei in Lösung vorlag. Dies verdeutlicht die hohe Affinität des Substrats zum aktiven 

Zentrum des Lysozyms. Da die Spaltung des (GlcNAc)6-Substrats in die Hydrolyseprodukte (GlcNAc)2 

und (GlcNAc)4 sehr schnell stattfand, zeigt das Spektrum neben dem Enzym-Substrat-Komplex ebenfalls 

die Enzym-Produkt-Komplexe [Lys+(GlcNAc)2+8H]+8 (m/z 1842,3) und [Lys+(GlcNAc)4+8H]+8  

(m/z 1893,0). Obwohl (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 in gleicher Konzentration in Lösung vorliegen, weisen 

die detektierten Komplexe große Unterschiede in ihrer Intensität auf. Dies beruht auf den 

unterschiedlichen Affinitäten zu Lysozym. (GlcNAc)4 besitzt im Vergleich zum (GlcNAc)2 eine 

wesentlich höhere Affinität (76) und bildet somit mehr Komplexe mit Lysozym aus. 

In Abb. 52 b ist zum Vergleich ein Spektrum der Lysozym (c = 5 µM)-katalysierten Reaktion mit dem 

unspezifischen Substrat (GlcN)6 (c = 25 µM) dargestellt. In diesem Fall entsteht nur ein verschwindend 

geringer Anteil an Enzym-Substrat-Komplex (m/z 1912,3), was auf eine geringe Affinität schließen lässt. 

Die kaum vorhandene Affinität des (GlcN)6 zu Lysozym erklärt wiederum, weshalb Lysozym gegenüber 

dem (GlcN)6-Substrat keine Hydrolyseaktivität zeigt. 

 

Abb. 52 MS-Spektren (m/z-Bereich 1750 – 2000) der Lysozym-katalysierten Hydrolyse von (GlcNAc)6 und (GlcN)6. 
Hydrolyse von a) 25 µM (GlcNAc)6 (100 % = 1,0 x 104 counts) bzw. b) 25 µM (GlcN)6 (100 % = 7,0 x 104 counts) 
katalysiert durch 5 µM Lysozym bei 20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 nach 2 min. 

Diese Ergebnisse zeigen zum einen, dass es möglich ist, Substratspezifitäten anhand der Komplexbildung 

zu bestimmen, zum anderen konnte belegt werden, dass die fehlende Aktivität gegenüber dem 

unspezifischen Substrat darin begründet ist, dass es zu keiner Komplexbildung zwischen Enzym und 

Substrat kommt. Im Anschluss sollten nun die bei der Hydrolyse des (GlcNAc)6 entstandenen 

Produktinhibitoren (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 hinsichtlich ihrer Komplexbildung und ihrer Affinität zu 

Lysozym eingehender betrachtet werden. 
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4.3.1.2 Spezifität: Feedback-Inhibitor 

Die aus der Hydrolyse des (GlcNAc)6-Substrats gebildeten Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 wurden 

von Lysozym nicht gespalten. Daher führt die Bildung von Lysozym-Produkt-Komplexen in ihrem Falle 

zu einer sogenannten Feedback-Inhibition (12). Dass es sich hierbei um spezifische Komplexe handelt, 

zeigt der Spektrenvergleich in Abb. 53 am Beispiel der beiden Trisaccharide (GlcNAc)3 und (GlcN)3. 

Beim Einsatz von 5 µM Lysoyzm und 50 µM (GlcNAc)3 (Abb. 53 a) liegt eine ausgeprägte 

Komplexbildung zwischen Enzym und Ligand (m/z 1867,6) vor, dies spiegelt die hohe Affinität des 

(GlcNAc)3 zum Lysozym wider. Des Weiteren konnte ein Enzym-Ligand-Komplex bei einer m/z von 

1946,1 detektiert werden. Dieser Komplex besteht aus zwei (GlcNAc)3-Molekülen, welche an das 

Lysozym binden. Im Gegensatz dazu kommt es beim Einsatz von 5 µM Lysoyzm und 50 µM (GlcN)3 zu 

keiner signifikanten Komplexbildung (Abb. 53 b). Demnach besitzt das nicht-acetylierte Trisaccharid 

(GlcN)3 keine oder eine nur sehr geringe Affinität zu Lysozym. 

 

Abb. 53 MS-Spektren (m/z-Bereich 1750 – 2000) der enzymatischen Reaktion von (GlcNAc)3 und (GlcN)3 mit 
Lysozym. Messung von a) 50 µM (GlcNAc)3 (100 % = 4,8 x 104 counts) bzw. b) 50 µM (GlcN)3 (100 % =  
8,0 x 104 counts) und 5 µM Lysozym bei 20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 nach 3 min. 

Dies zeigt, dass es mit der hier angewandten massenspektrometrischen Methode möglich ist, neben der 

simultanen Bestimmung des Substrats und der gebildeten Produkte auch Aussagen über die 

Enzymspezifität hinsichtlich verschiedener Liganden zu treffen. Dies soll im folgenden Kapitel 

dahingehenden genutzt werden, Dissoziationskonstanten für die beiden Produkte (GlcNAc)2 und 

(GlcNAc)3 anhand der gebildeten Komplexe zu ermitteln. 

4.3.1.3 Affinität: KD-Wert-Bestimmung 

Die Detektion verschiedener Komplexe kann gleichermaßen eine Aussage über die Enzymspezifität als 

auch über die Affinität verschiedener Liganden zum Enzym liefern. Demzufolge wurden Messungen zur 

Bestimmung der Dissoziationskonstanten der beiden Feedback-Inhibitoren (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 

durchgeführt. Abb. 54 zeigt die gebildeten Komplexe zwischen 5 µM Lysozym und 25 µM (GlcNAc)2 
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(m/z 1842,2) bzw. 25 µM (GlcNAc)3 (m/z 1867,6). (GlcNAc)3 bildet mit Lysozym deutlich mehr 

Komplexe aus als (GlcNAc)2, dies lässt darauf schließen, dass (GlcNAc)3 eine höhere Affinität zu 

Lysozym besitzt als (GlcNAc)2.  

 

Abb. 54 MS-Spektren (m/z-Bereich 1750 – 2000) der enzymatischen Reaktion von (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 mit 
Lysozym. Messung von a) 25 µM (GlcNAc)2 (100 % = 7,6 x 104 counts) bzw. b) 25 µM (GlcNAc)3 (100 % =  
5,7 x 104 counts) und 5 µM Lysozym bei 20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 nach 3 min. 

Die Ermittlung der Dissoziationskonstanten erfolgte mittels einer Titrationsmessung, bei der die 

Enzymkonzentration (5 µM Lysozym) konstant gehalten wurde und unterschiedliche Konzentrationen an 

Ligand zugesetzt wurden. Die Auswertung erfolgte durch Auftragung eines Scatchard-Plots, da Lysozym 

nur eine Substratbindungsstelle aufweist (9). In Abb. 55 sind beispielhafte Scatchard-Plots für (GlcNAc)2 

und (GlcNAc)3 dargestellt; beide weisen ein Bestimmtheitsmaß > 0,990 auf. 

 

Abb. 55 Scatchard-Plots zur Bestimmung der KD-Werte für Lysozym und (GlcNAc)2 bzw. (GlcNAc)3. Es wurden 
jeweils 5 µM Lysozym mit 5 µM, 10 µM, 25 µM, 50 µM und 100 µM (GlcNAc)2 bzw. (GlcNAc)3 umgesetzt. Die 
Reaktion wurde in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 

Der KD-Wert wurde aus dem negativen Kehrwert der erhaltenen Steigung berechnet (Gleichung siehe 

Abb. 55). Die mit Hilfe der massenspektrometrischen Methode in Gasphase ermittelten KD-Werte sind in 
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Tabelle 10 aufgeführt, (GlcNAc)3 besitzt mit einem KD-Wert von 24 µM eine größere Affinität zu 

Lysozym als (GlcNAc)2 mit einem KD-Wert von 118 µM.  

Tabelle 10  Ermittelte KD-Werte für Lysozym in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C beim Einsatz der 
Oligosaccharide (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3. 

Oligosaccharid KD
 

(µM) 

KA 

 (M-1) 

ΔGo 

(kcal/mol) 

(GlcNAc)2 118 ± 3 (8,7 ± 0,2) x 103 -5,3 ± 0,1 

(GlcNAc)3 23,5 ± 0,5 (4,2 ± 0,1) x 104 -6,2 ± 0,1 
 

Zusätzlich wurde aus dem Kehrwert der Dissoziationskonstante die jeweilige Assoziationskonstante (KA) 

berechnet:     

        
D

A K
K 1

=       (4) 

Anhand der kalkulierten KA-Werte wurde schließlich die freie Bindungsenergie ΔGº nach folgender  

Gleichung berechnet:    AKRTG ln0 −=Δ      (5)  

mit: R  =  8,314 J mol-1 K-1 (allgemeine Gaskonstante) 

    T  =  293 K      

Die berechneten KA-Werte und die freien Bindungsenergien sind ebenfalls in Tabelle 10 dargestellt. Die 

geringere Affinität des kürzeren (GlcNAc)2-Saccharids beruht auf der bei der Bindung des Liganden ans 

aktive Zentrum freiwerdenden Energie. Je weniger Monosaccharideinheiten vorhanden sind, desto 

weniger Energie wird bei der Bindung freigesetzt und umso geringer ist die vorherrschende Affinität. 

(GlcNAc)3 besitzt im Vergleich zum (GlcNAc)2 ein zusätzliches Monosaccharid, dieses bindet an eine 

weitere Bindungsstelle im aktiven Zentrum, was zu einer größeren freiwerdenden Bindungsenergie führt. 

Am Beispiel des Lysozyms konnte gezeigt werden, dass die massenspektrometrische Methode eingesetzt 

werden kann, Enzymspezifitäten aufzuklären und Affinitäten verschiedener Liganden zum Enzym mit 

Hilfe der Bestimmung von Dissoziationskonstanten zu beschreiben. Daher wurde im nachfolgenden 

Kaptitel die E67Q-Mutante der Gerstenkornchitinase herangezogen, um ebenfalls Untersuchungen 

hinsichtlich ihrer Spezifität und Affinität zu verschiedenen Oligosacchariden durchzuführen. 
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4.3.2 E67Q-Mutante der Gerstenkornchitinase 

Die E67Q-Mutante der Chitinase aus dem Gerstenkorn zeigte aufgrund ihrer Mutation keine 

Hydrolyseaktivität gegenüber dem spezifischen Substrat (GlcNAc)6 (Abb. 38 a). Auch das unspezifische 

Substrat (GlcN)6 wurde von der E67Q-Chitinase nicht gespaltet (Abb. 38 b). Betrachtet man in diesen 

beiden Fällen nur die Zeitkurven, so ist aufgrund der nicht stattfindenden Hydrolyse kein Unterschied 

zwischen den beiden Substraten feststellbar. Dieser wird erst im Massenspektrum deutlich. Des Weiteren 

bietet es sich an, für diese inaktive Mutante Dissoziationskonstanten für die jeweiligen Oligosaccharide, 

in diesem Fall auch für (GlcNAc)6, zu bestimmen, da aufgrund der Mutation der katalytisch wirksamen 

Aminosäure Glutaminsäure67 (E67) keine Hydrolyse des Hexasaccharids (GlcNAc)6 stattfindet (99). 

Außerdem konnte mittels CD-spektroskopischen und massenspektrometrischen Messungen gezeigt 

werden, dass die Struktur der E67Q-Mutante ähnlich der des Wildtyps ist (Kapitel 4.2.2.2). 

4.3.2.1 Spezifität: spezifisches / unspezifisches Substrat 

Aufgrund der Inaktivität der E67Q-Chitinase ist beim Betrachten der Zeitkurven des spezifischen 

Substrats (GlcNAc)6 (Abb. 38 a) bzw. des unspezifischen Substrats (GlcN)6 (Abb. 38 b) kein Unterschied 

zwischen den beiden Reaktionen erkennbar. In den Abb. 56 a und b sind die aus der jeweiligen Reaktion 

nach 5 min erhaltenen Massenspektren dargestellt. Hierbei wird anhand des detektierten Enzym-Substrat-

Komplexes (m/z 2471,4) deutlich, dass das spezifische Substrat (GlcNAc)6 trotz der Mutation gebunden 

wird (Abb. 56 a) und nur die Hydrolyse aufgrund der fehlenden katalytischen Säure E67 nicht stattfinden 

kann. Im Gegensatz dazu zeigt der kaum vorhandene Komplex zwischen E67Q und dem unspezifische 

Substrat (GlcN)6 (m/z 2448,4), dass dieses nicht gebunden (Abb. 56 b) und daher nicht hydrolysiert wird. 

Betrachtet man an dieser Stelle den Wildtyp in Kombination mit dem unspezifischen Substrat (GlcN)6 

(Abb. 56 c), zeigt sich auch hier, dass kaum eine Bindung stattfindet und es daher – wie in Abb. 37 

ersichtlich – nicht zur Hydrolyse kommt. 

Diese Ergebnisse weisen darauf hin, dass die Mutation der katalytischen Aminosäure E67 weniger die 

Bindung des Substrats beeinträchtigt, sondern vielmehr aufgrund der fehlenden katalytischen Säure zu 

einer Inaktivität des Enzyms führt. 

Somit eignet sich die massenspektrometrische Untersuchung, Aussagen über die Enzymaktivität anhand 

der Substratabbaukurven und über die Spezifität des Substrats anhand der Enzym-Substrat-

Komplexbildung in einem Experiment zu liefern. Des Weiteren sollten nun die Affinitäten der einzelnen 

Oligosaccharide bezüglich der E67Q-Mutante durch Bestimmung der Dissoziationskonstanten ermittelt 

werden. 
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Abb. 56 MS-Spektren (m/z-Bereich 2300 – 2500) der von den Gerstenkornchitinasen katalysierten Hydrolysen von 
(GlcNAc)6 und (GlcN)6. Hydrolyse von a) 25 µM (GlcNAc)6 (100 % = 3,5 x 103 counts) bzw. b) 25 µM (GlcN)6  
(100 % = 4,6 x 103 counts) katalysiert durch 0,5 µM E67Q-Gerstenkornchitinase und c) 25 µM (GlcN)6 (100 % = 
1,9 x 103 counts) katalysiert durch 0,5 µM Wildtyp-Gerstenkornchitinase nach 5 min. Die enzymatischen Reaktionen 
wurden bei  20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 durchgeführt. 
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4.3.2.2 Affinität: KD-Wert-Bestimmung 

Die KD-Wert-Bestimmung wurde für verschiedene Oligosaccharide unterschiedlicher Kettenlänge 

(GlcNAc)n (n = 2, 3, 4, 6) durchgeführt. Aufgrund der Inaktivität der E67Q-Mutante konnte auch ein KD-

Wert für das Substrat (GlcNAc)6 ermittelt werden, da keine Abnahme des Substrats über die Zeit stattfand. 

Die Bestimmung der Dissoziationskonstanten erfolgte auch hier anhand einer Titrationsmessung, bei der 

die Enzymkonzentration (E67Q 0,5 µM) konstant gehalten und unterschiedliche Konzentrationen an 

Ligand zugesetzt wurden. Die Auswertung erfolgte durch Auftragung eines Scatchard-Plots, da die 

Chitinase aus dem Gerstenkorn ebenso wie Lysozym nur eine Substratbindungsstelle aufweist (9). Der 

KD-Wert wurde aus dem negativen Kehrwert der erhaltenen Steigung berechnet (Gleichung siehe  

Abb. 57). Abb. 57 zeigt beispielhaft den erhaltenen Scatchard-Plot beim Einsatz des (GlcNAc)3-

Saccharids, dieser weist ein Bestimmtheitsmaß von 0,994 auf. Über die Steigung ergibt sich ein KD-Wert 

von 93 µM. Die ermittelten Scatchard-Plots für die anderen Oligosaccharide weisen ein Bestimmtheits-

maß zwischen 0,940 und 0,990 auf. 

 

Abb. 57 Scatchard-Plot zur Bestimmung des KD-Wertes für E67Q-Chitinase und (GlcNAc)3. Es wurden jeweils 
0,5 µM E67Q-Chitinase mit 12,5 µM, 25 µM, 50 µM und 100 µM (GlcNAc)3 umgesetzt. Die Reaktion wurde in 
Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. Die Ermittlung der Scatchard-Plots zur Bestimmung der 
KD-Werte der Oligosaccharide (GlcNAc)2, (GlcNAc)4 und (GlcNAc)6 erfolgte analog. 

Die ermittelten KD-Werte in der Gasphase für die jeweiligen Zucker und die daraus berechneten KA-

Werte sind in Tabelle 11 aufgeführt. Es zeigt sich, dass die Affinität von kürzerkettigen Zuckern hin zu 

längerkettigen Zuckern in geringem Maße zunimmt.  

Anhand der kalkulierten KA-Werte wurden schließlich die freien Bindungsenergien ΔGº berechnet (siehe 

Kapitel 4.3.1.3 Gleichungen (4) und (5)). Diese sind ebenfalls in Tabelle 11 dargestellt. Der Vergleich der 

erhaltenen freien Bindungsenergien der einzelnen Oligosaccharide zeigt, dass keine signifikanten 

Unterschiede vorliegen. Somit wird bei der Bindung der verschiedenen Zucker an das aktive Zentrum der 

E67Q-Mutante die gleiche Energie frei. 
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Tabelle 11  Ermittelte KD-Werte für die E67Q-Chitinase aus dem Gerstenkorn in Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C 
beim Einsatz verschiedener Oligosaccharide (GlcNAc)n, n = 2, 3, 4, 6 

Oligosaccharid KD
 

(µM) 

KA 

 (M-1) 

ΔGo  

(kcal/mol) 

(GlcNAc)2 105 ± 7 (9,5 ± 0,6) x 103 -5,3 ± 0,4 

(GlcNAc)3 93 ± 4 (10,8 ± 0,5) x 103 -5,4 ± 0,2 

(GlcNAc)4 66 ± 4 (15,2 ± 0,9) x 103 -5,6 ± 0,3 

(GlcNAc)6 63 ± 3 (15,9 ± 0,8) x 103 -5,6 ± 0,3 
 

Bei der hier untersuchten E67Q-Mutante lag eine Mutation einer katalytischen Aminosäure vor. Es zeigt 

sich, dass eine Bindung des Substrats erfolgte (Abb. 56 a), aber aufgrund der fehlenden katalytischen 

Säure keine Spaltung stattfand. Im Anschluss soll zum Vergleich die Komplexbildung bei Mutanten der 

Palmfarnchitinase aufgezeigt werden, bei denen es sich um sogenannte Bindemutanten handelt (20). 

 

4.3.3 W197A-Mutante und F166A-Mutante der Palmfarnchitinase: Spezifität 

Im Gegensatz zur E67Q-Mutante der Gerstenkornchitinase handelt es sich bei den Mutanten der 

Palmfarnchitinase um Bindemutanten. Durch die Mutation aromatischer Aminosäuren (Tryptophan, 

Phenylalanin) im aktiven Zentrum zu Alanin kommt es zu einer erschwerten Bindung des Substrats. Eine 

Erhöhung der Enzymkonzentration konnte in diesem Fall, wie in Abb. 43 gezeigt, zu einer Hydrolyse des 

Substrats führen, da die Wahrscheinlichkeit der Substratbindung durch die große Anzahl an 

Enzymmolekülen in Lösung erhöht wurde. Die in Abb. 58 dargestellten MS-Spektren wurden jeweils zu 

Beginn der enzymatischen Hydrolyse des (GlcNAc)6 aufgenommen. 

 

Abb. 58 MS-Spektren (m/z-Bereich 2900 – 3100) der enzymatischen Hydrolyse von 25 µM (GlcNAc)6 katalysiert 
durch die Palmfarnchitinasemutanten. a) 1 µM W197A-Palmfarnchitinase (100 % = 1,0 x 103 counts), b) 1 µM F166A-
Palmfarnchitinase (100 % = 1,4 x 103 counts) bei 20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 nach 2 min. 
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Es zeigt sich, dass beide Mutanten eine geringe Affinität zum Substrat aufweisen, da zu diesem Zeitpunkt 

sehr viel frei in Lösung vorliegendes Substrat vorhanden war, aber nur eine geringe Menge an Enzym-

Substrat-Komplex vorlag. Dies spricht für die erschwerte Bindung des Substrats im aktiven Zentrum 

aufgrund der vorliegenden Mutationen.  

Im Falle der Bindemutanten wird somit eine Unterscheidung zwischen spezifischem und unspezifischem 

Substrat aufgrund der generell geringen Enzym-Substrat-Komplexbildung erschwert. Dies soll am 

Beispiel des unspezifischen Substrats (GlcN)6, welches mit der Palmfarnchitinasemutante F166A 

umgesetzt wurde, verdeutlicht werden. Auch hier kam es zu einer geringen Komplexbildung zwischen der 

F166A-Mutante und (GlcN)6 (Abb. 59), es erfolgte aber trotz erhöhter Enzymkonzentration kein Abbau 

des Substrats (Daten nicht gezeigt). Der Anteil an gebildetem Komplex ist in etwa vergleichbar mit der 

erhaltenen Komplexmenge beim Einsatz des spezifischen Substrats (GlcNAc)6  

(Abb. 58 b). 

 

Abb. 59 MS-Spektrum (m/z-Bereich 2900 – 3100) der enzymatischen Hydrolyse von 25 µM (GlcN)6 katalysiert durch 
1 µM F166A-Palmfarnchitinase (100 % = 1,2 x 103 counts) bei 20 °C in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 nach 2 min. 

Somit muss beim Betrachten der gebildeten Enzym-Substrat-Komplexe bei der Untersuchung von 

Mutanten beachtet werden, welche Art der Mutation vorliegt. Eine vorliegende Hydrolyseaktivität bei 

gleichzeitig geringer Enzym-Substrat-Komplexbildung deutet auf eine Bindemutante hin.  

Die bisherigen Ergebnisse zeigen, dass bei der Mutation einer katalytischen Aminosäure die 

Substratbindung erhalten bleiben kann und somit hohe Enzym-Substrat-Komplex-Intensitäten detektiert 

werden können, es aber zu keinem Abbau des Substrats kommt. Im Gegensatz dazu konnte festgestellt 

werden, dass bei der Mutation einer für die Substratbindung zuständigen Mutante eine Hydrolyse des 

spezifischen Substrats bei erhöhter Enzymkonzentration möglich ist, sich die Komplexbildung allerdings 

kaum von der des unspezifischen Substrats unterscheidet. Im nachfolgenden Kapitel soll die 

Untersuchung der D40G-Endo-Chitosanasemutante zeigen wie sich in ihrem Fall der Austausch der 

katalytischen Aminosäure Asparaginsäure40 (D40) durch Glycin (G) auf die Komplexbildung auswirkt 

(24, 101).   
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4.3.4 D40G-Mutante der Endo-Chitosanase: Spezifität 

Auch bei den Chitosanasen konnten Unterschiede in der Komplexbildung zwischen spezifischem 

(hier: (GlcN)6) und unspezifischem (hier: (GlcNAc)6) Substrat detektiert werden. Gezeigt wird dieser Fall 

am Beispiel der D40G-Mutante der Endo-Chitosanase, da sie aufgrund ihrer verringerten Aktivität im 

Vergleich zum Wildtyp im Assay 200-fach höher konzentriert eingesetzt und somit unter den 

angewandten Messbedingungen detektiert werden konnte. Bei der D40G-Mutante handelt es sich um 

einen Sonderfall, da es trotz der Mutation einer katalytischen Aminosäure gelungen war, durch Erhöhen 

der Enzymkonzentration einen Substratabbau zu beobachten. Abb. 60 a zeigt das frei in Lösung 

vorliegende Enzym D40G (m/z 2578,4) und den Enzym-Substrat-Komplex (m/z 2676,8) zu Beginn der 

enzymatischen Hydrolysereaktion des spezifischen Substrats (GlcN)6. Aufgrund der schon erfolgten 

Hydrolyse des (GlcN)6 zu (GlcN)3 konnte auch ein geringer Anteil an Enzym-Produkt-Komplex  

(m/z 2628,5) detektiert werden. Abb. 60 b zeigt das Spektrum aus der enzymatischen Reaktion beim 

Einsatz des unspezifischen Substrats (GlcNAc)6. In diesem Fall wurde kaum Enzym-Substrat-Komplex 

(m/z 2702,1) gebildet, was auf eine geringe Affinität schließen lässt. Die geringe Affinität erklärt warum 

(GlcNAc)6 von der D40G-Mutante nicht hydrolysiert wurde.  

 

Abb. 60 MS-Spektren (m/z-Bereich 2550 – 2700) der von der D40G-Endo-Chitosanase-katalysierten Hydrolyse von 
(GlcN)6 und (GlcNAc)6. Hydrolyse von a) 25 µM (GlcN)6 (100 % = 5,5 x 102 counts) bzw. b) 25 µM (GlcNAc)6  
(100 % = 7,0 x 102 counts) katalysiert durch 1 µM D40G-Endo-Chitosanase bei pH 5,2 und 20 °C in 10 mM 
Ammoniumacetat nach 2 min. 

Diese Ergebnisse zeigen, dass der Austausch einer katalytischen Aminosäure die Komplexbildung nicht 

beeinflusst und ein deutlicher Unterschied zwischen spezifischem und unspezifischem Substrat in der 

Komplexbildung besteht. Gleichzeitig kann anhand der hier vorliegenden MS-Spektren ausgeschlossen 

werden, dass es sich bei der D40G-Mutante um eine Bindemutante handelt, da diese – wie zuvor bei der 

Palmfarnchitinase gezeigt – nur eine sehr geringe Affinität zum eigentlichen Substrat aufweisen würde. 

Die vorliegende Hydrolyseaktivität bei einer erhöhten Enzymkonzentration muss demnach eine andere 

Ursache haben.  
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Mit Hilfe der massenspektrometrischen Detektion konnten Aussagen über Spezifitäten und Affinitäten 

getroffen werden, allerdings ist zu beachten, dass die Bestimmung des KD-Wertes im Unterschied zu 

klassischen Methoden in Gasphase erfolgt. 

Bisher wurden die Enzyme im Hinblick auf ihre Aktivität und ihre Reaktionswege und schließlich 

hinsichtlich ihrer Spezifität und Affinität gegenüber verschiedenen Liganden untersucht. Das 

nachfolgende Kapitel beschäftigt sich mit der Inhibition, einem weiteren wichtigen Punkt auf dem Gebiet 

der Enzymcharakterisierung. 

 

4.4 Inhibition enzymatischer Hydrolysereaktionen 

Ein weiterer wichtiger Punkt im Bereich enzymatischer Reaktionen stellen inhibitorisch wirksame 

Substanzen dar. Dies ist besonders auf dem Gebiet der Medikamentenentwicklung, aber auch bei der 

Lebensmittelherstellung oder im Pflanzenschutz von Bedeutung. Daher wurden einige Enzyme auch 

hinsichtlich ihrer Inhibition mit der in dieser Arbeit entwickelten massenspektrometrischen Methode 

untersucht.  

4.4.1 Lysozym 

Zunächst wurde Lysozym als Modellsystem herangezogen, um zu überprüfen, ob inhibitorische Effekte 

mit Hilfe dieser Methode nachweisbar und differenzierbar sind. Hierzu wurde dem Enzym-Assay der 

jeweilige Feedback-Inhibitor ((GlcNAc), (GlcNAc)2, (GlcNAc)3)) zugesetzt. Um eine vorliegende 

inhibitorische Eigenschaft festzustellen, wurde die Substratabbaukurve der durchgeführten Reaktion ohne 

Inhibitor (Abb. 61 Abbaukurve d) zusammen mit den einzelnen Substratabbaukurven, bei denen eine 

möglicherweise hemmende Substanz anwesend war (Abb. 61 Abbaukurven a - c), in einem Diagramm 

dargestellt. Die Abbaukurven zeigen, dass (GlcNAc) auch bei einer sehr hohen Konzentration von 

500 µM Lysozym nicht hemmt (Abb. 61 Abbaukurve c). (GlcNAc)2 (Abb. 61 Abbaukurve b) und 

(GlcNAc)3 (Abb. 61 Abbaukurve a) zeigen hingegen bei 250 µM einen eindeutigen inhibitorischen Effekt, 

wobei (GlcNAc)3 den deutlich effektiveren Feedback-Inhibitor darstellt. Mit Hilfe des eingesetzten 

internen Standards wurde eine aufgrund der hohen Inhibitorkonzentration auftretende 

Signalunterdrückung korrigiert. Des Weiteren konnte beim Betrachten der jeweiligen Spektren nur für die 

Zucker (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 eine Komplexierung mit Lysozym beobachtet werden. Für (GlcNAc) 

konnten mit dieser Methode keine Komplexe mit Lysozym detektiert werden. 

Diese Ergebnisse bestätigen zum einen den von Lumb et al. (12) beschriebenen hemmenden Effekt der 

beiden Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3, zum anderen zeigt sich aufgrund der extremen Unterschiede 

in ihrer inhibitorischen Wirkung, dass die Hemmung von der jeweiligen Affinität des Liganden abhängig 
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ist. Die Affinität des (GlcNAc)3 ist im Vergleich zum (GlcNAc)2 höher, was sich bei gleicher 

Konzentration in einer stärkeren Hemmung des Enzyms widerspiegelt. 

 

Abb. 61 Substratabbaukurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Lysozym beim Einsatz verschiedener 
Inhibitoren. Die enzymatischen Reaktionen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 
25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 5 µM Lysozym umgesetzt a) in Anwesenheit von 250 µM (GlcNAc)3, b) in Anwesenheit 
von 250 µM (GlcNAc)2, c) in Anwesenheit von 500 µM (GlcNAc), d) ohne Inhibitor (100 % = 1,3 x 106 counts). 

Um eine Aussage über den inhibitorischen Effekt von (GlcNAc)3 treffen zu können, wurden dem 

Lysozym-Assay unterschiedliche (GlcNAc)3-Konzentrationen zugesetzt und anhand der zu einem 

festgesetzten Zeitpunkt noch vorhandenen Substratmenge ein relativer IC50-Wert bestimmt. Abb. 62 a 

zeigt einige Substratabbaukurven bei unterschiedlichen (GlcNAc)3-Konzentrationen. Der daraus 

ermittelte relative IC50-Wert von 140 µM ist in Abb. 62 b dargestellt.  

 

Abb. 62 Hemmende Wirkung verschiedener (GlcNAc)3-Konzentrationen auf Lysozym. a) Substratabbaukurven der 
(GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Lysozym. Die enzymatischen Reaktionen wurden in Ammoniumacetat 
(10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 5 µM Lysozym in Anwesenheit von 0 µM, 
12,5 µM, 25 µM, 75 µM, 200 µM und 250 µM (GlcNAc)3 umgesetzt (100 % = 3,0 x 105 counts); b) Inhibitionskurve 
des Feedback-Inhibitors (GlcNAc)3 zur Bestimmung des relativen IC50-Wertes. Die noch vorhandene Substratmenge 
wurde nach 10 min aus den Substratabbaukurven in Abb. 62 a) abgelesen und gegen die jeweils eingesetzte 
(GlcNAc)3-Konzentration aufgetragen (100 % = 2,3 x 105 counts). Zusätzlich zu den in Abb. 62 a) dargestellten 
Inhibitorkonzentrationen wurden zur Bestimmung des relativen IC50-Wertes Reaktionen mit 50 µM, 125 µM und 
500 µM (GlcNAc)3 durchgeführt. 
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Zu beachten ist bei dieser Bestimmungsmethode, dass im Falle eines kompetitiven Inhibitors der IC50-

Wert von der eingesetzten Substratmenge abhängig ist. Die hier eingesetzte Substratkonzentration ist sehr 

niedrig und liegt somit nicht im Sättigungsbereich, daher konnte im Vergleich zu anderen 

Bestimmungsmethoden nur ein relativer IC50-Wert ermittelt werden. 

Des Weiteren wurde Allosamidin, bekanntermaßen ein starker Inhibitor für Chitinasen der Familie 18 

(102), auf seine inhibitorische Wirkung auf Lysozym getestet. Die Ergebnisse zeigen, dass auch eine 

Allosamidinkonzentration von 250 µM (Abb. 63 Abbaukurve b) die Lysozymaktivität nicht 

beeinträchtigte. Dies überrascht nicht, da Lysozym während der Katalyse als Übergangsprodukt ein 

Oxocarboniumion bildet (siehe Abb. 6), Allosamidin aufgrund seiner Struktur aber ein Oxazoliniumion 

imitiert (siehe Abb. 10). Im Vergleich dazu liegt eine starke hemmende Wirkung beim Einsatz von 

250 µM des Feedback-Inhibitors (GlcNAc)3 vor (Abb. 63 Abbaukurve a). Dies ist in diesem Fall auf die 

strukturelle Ähnlichkeit mit dem Lysozym-Substrat (GlcNAc)6 zurückzuführen. 

 

Abb. 63 Hemmende Wirkung der beiden Inhibitoren (GlcNAc)3 und Allosamidin auf Lysozym. Substratabbaukurven 
der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Lysozym. Die enzymatischen Reaktionen wurden in Ammoniumacetat 
(10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 5 µM Lysozym umgesetzt. 
a) in Anwesenheit von 250 µM (GlcNAc)3, b) in Anwesenheit von 250 µM Allosamidin, c) ohne Inhibitor (100 % =  
1,8 x 105 counts). 

Die Ergebnisse zeigen, dass sich die massenspektrometrische Methode eignet, Hemmstoffe zu erkennen 

und unterschiedliche Inhibitorstärken anhand der Substratabbaukurven aufzuzeigen. Des Weiteren kann 

sie zur Bestimmung relativer IC50-Werte eingesetzt werden. Daher wurden im Anschluss auch die 

Chitinasen hinsichtlich ihrer Hemmung durch Einsatz verschiedener Inhibitoren untersucht.   

4.4.2 Chitinasen 

Da sich am Beispiel des Lysozyms zeigte, dass mittels der hier angewandten massenspektrometrischen 

Methode inhibitorische Effekte detektiert und differenziert werden können, wurden auch die Chitinasen 

hinsichtlich ihrer Inhibition untersucht. Es sollte sowohl der hemmende Effekt des Produktinhibitors 
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(GlcNAc)3 als auch die inhibitorische Wirkung des Allosamidins untersucht werden. Beide Moleküle 

fungieren als kompetitive Inhibitoren. Allosamidin ist als starker Inhibitor für Chitinasen der Familie 18, 

wie z. B. die Palmfarnchitinase, bekannt (siehe Kapitel 1.1.1.2.2).  

4.4.2.1 Gerstenkornchitinase: Wildtyp 

Beim Einsatz des Inhibitors Allosamidin übte dieser auch bei sehr hohen Konzentrationen (c = 250 µM) 

keinen Einfluss auf die Aktivität der Gerstenkornchitinase aus (Abb. 64 Abbaukurve b). Dies bestätigt die 

Theorie, dass Chitinasen der Familie 19 einen anderen katalytischen Mechanismus aufweisen als die 

Enzyme der Familie 18 (siehe Kapitel 1.1.1.2). Allosamidin ist in der Lage, die Struktur eines 

Oxazoliniumions zu imitieren (Abb. 10). Im Falle der Gerstenkornchitinase entsteht jedoch während der 

katalytischen Spaltung ein Oxocarboniumion als Übergangsprodukt (Abb. 6), daher übt auch eine hohe 

Allosamidinkonzentration keine hemmende Wirkung auf diese Chitinase aus. Zusätzlich wurde die 

inhibitorische Wirkung des Produkts (GlcNAc)3 getestet (Abb. 64 Abbaukurve a). Es konnte eine 

hemmende Wirkung bei einer Konzentration von 250 µM festgestellt werden. Im Anschluss sollten nun 

auch die Palmfarnchitinasen hinsichtlich ihrer Inhibition durch Allosamidin und (GlcNAc)3 untersucht 

werden. 

 

Abb. 64 Hemmende Wirkung der beiden Inhibitoren (GlcNAc)3 und Allosamidin auf die Gerstenkornchitinase 
(Wildtyp). Substratabbaukurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch die Gerstenkornchitinase (Wildtyp). Die 
enzymatischen Reaktionen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 
wurden mit 0,5 µM Gerstenkornchitinase umgesetzt a) in Anwesenheit von 250 µM (GlcNAc)3, b) in Anwesenheit von 
250 µM Allosamidin, c) ohne Inhibitor (100 % = 3,5 x 105 counts). 

4.4.2.2 Palmfarnchitinase: Wildtyp 

Zunächst wurde die hemmende Wirkung der beiden Inhibitoren Allosamidin und (GlcNAc)3 auf den 

Wildtyp der Palmfarnchitinase untersucht. Es zeigte sich, dass Allosamidin ein sehr starker Inhibitor für 

diese Chitinase ist. Eine Konzentration von 2,5 µM Allosamidin führte zu einer vollständigen Hemmung 

der Palmfarnchitinase (Abb. 65 Abbaukurve a). Im Gegensatz dazu wies eine 100-fach höhere 

Konzentration an (GlcNAc)3 einen deutlich geringeren Inhibitionseffekt auf (Abb. 65 Abbaukurve b). 
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Abb. 65 Hemmende Wirkung der beiden Inhibitoren (GlcNAc)3 und Allosamidin auf die Palmfarnchitinase (Wildtyp). 
Substratabbaukurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Palmfarnchitinase (Wildtyp). Die enzymatischen 
Reaktionen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 0,1 µM 
Palmfarnchitinase umgesetzt a) in Anwesenheit von 2,5 µM Allosamidin, b) in Anwesenheit von 250 µM (GlcNAc)3, c) 
ohne Inhibitor (100 % = 7,0 x 105 counts). 

Da sich Allosamidin als sehr starker Inhibitor der Palmfarnchitinase erwies, wurden zur Bestimmung des 

IC50-Wertes Reaktionen mit unterschiedlichen Allosamidinkonzentrationen durchgeführt. Abb. 66 a zeigt 

die erhaltenen Substratabbaukurven beim Einsatz unterschiedlicher Konzentrationen an Allosamidin 

(0 µM – 50 µM). Der zu untersuchende Assay enthielt 0,1 µM Enzym und 25 µM Substrat (GlcNAc)6. Es 

wurde ein relativer IC50-Wert von 0,57 µM bestimmt (Abb. 66 b).    

 

Abb. 66 Hemmende Wirkung verschiedener Allosamidinkonzentrationen auf die Palmfarnchitinase (Wildtyp).  
a) Substratabbaukurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Palmfarnchitinase (Wildtyp). Die enzymatischen 
Reaktionen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 0,1 µM 
Palmfarnchitinase in Anwesenheit von 0 µM, 0,01 µM, 0,025 µM, 0,1 µM, 0,25 µM, 1,0 µM, 2,5 µM und 50 µM 
Allosamidin umgesetzt (100 % = 9,5 x 105 counts); b) Inhibitionskurve des Inhibitors Allosamidin zur Bestimmung des 
relativen IC50-Wertes. Die noch vorhandene Substratmenge wurde nach 10 min aus den Substratabbaukurven in 
Abb. 66 a) abgelesen und gegen die jeweils eingesetzte Allosamidinkonzentration aufgetragen (100 % = 
5,4 x 105 counts). Zusätzlich zu den in Abb. 66 a) dargestellten Inhibitorkonzentrationen wurden zur Bestimmung des 
relativen IC50-Wertes zusätzlich Reaktionen mit 0,5 µM und 25 µM Allosamidin durchgeführt. 

Um eine Einordnung des für Allosamidin ermittelten relativen IC50-Wertes vornehmen zu können, wurde 

zum Vergleich eine Inhibitionsstudie mit dem schwächeren Produktinhibitor (GlcNAc)3 durchgeführt. 



Kapitel 4: Ergebnisse 

  85 

Abb. 67 a zeigt die erhaltenen Substratabbaukurven beim Einsatz unterschiedlicher Konzentrationen an 

(GlcNAc)3 (0 µM – 900 µM). Es wurde ein relativer IC50-Wert von 344 µM bestimmt (Abb. 67 b). 

 

Abb. 67 Hemmende Wirkung verschiedener (GlcNAc)3-Konzentrationen auf die Palmfarnchitinase (Wildtyp).  
a) Substratabbaukurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Palmfarnchitinase (Wildtyp). Die enzymatischen 
Reaktionen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM (GlcNAc)6 wurden mit 0,1 µM 
Palmfarnchitinase in Anwesenheit von 0 µM, 75 µM, 150 µM, 200 µM, 250 µM, 400 µM, 500 µM und 900 µM 
(GlcNAc)3 umgesetzt (100 % = 5,0 x 105 counts); b) Inhibitionskurve des Inhibitors (GlcNAc)3 zur Bestimmung des 
relativen IC50-Wertes. Die noch vorhandene Substratmenge wurde nach 10 min aus den Substratabbaukurven in 
Abb. 67 a) abgelesen und gegen die jeweils eingesetzte (GlcNAc)3-Konzentration aufgetragen (100 % =  
1,9 x 105 counts). Zusätzlich zu den in Abb. 67 a) dargestellten Inhibitorkonzentrationen wurden zur Bestimmung des 
relativen IC50-Wertes zusätzlich Reaktionen mit 25 µM und 950 µM (GlcNAc)3 durchgeführt. 

Die ermittelten IC50-Werte ergaben, dass eine 600-fach höhere Konzentration an (GlcNAc)3 im Vergleich 

zu Allosamidin benötigt wurde, um eine 50 %ige Hemmung der Palmfarnchitinase zu bewirken. Somit 

konnte der starke Inhibitionseffekt des Allosamidins auf die Chitinasen der Familie 18 unter Einsatz der 

massenspektrometrischen Methode nachgewiesen werden. 

Im Falle der Palmfarnchitinase konnte die massenspektrometrische Methode genutzt werden, 

unterschiedliche Inhibitoren in ihrer Wirkung auf ein Enzym direkt zu vergleichen. Dies geschieht hier in 

Form von relativen IC50-Werten, da im Gegensatz zu klassischen Inhibitionskurven wesentlich niedrigere 

Substratkonzentrationen eingesetzt wurden und sich dies im Falle eines kompetitiven Inhibitors auf die 

Bestimmung des IC50-Wertes auswirken kann. Des Weiteren sollten nun auch die Mutanten der 

Palmfarnchitinase auf die hemmende Wirkung des Allosamidins untersucht werden. 

4.4.2.3 Palmfarnchitinase: Mutanten W197A und F166A 

Bei den hier untersuchten Mutanten der Palmfarnchitinase führte die Mutation der aromatischen 

Aminosäuren W197 bzw. F166 zu einer Beeinträchtigung der Substratbindung (Abb. 58). Es wurden für 

beide Enzyme ebenfalls relative IC50-Werte für den kompetitiven Inhibitor Allosamidin bestimmt, um zu 

überprüfen, ob die vorliegende Mutation, welche sich erheblich auf die Enzymaktivität auswirkt, Einfluss 

auf die Enzymhemmung nimmt. Auch hier wurden die Substratabbaukurven, katalysiert durch die 
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Chitinasemutanten, beim Einsatz unterschiedlicher Allosamidinkonzentrationen bestimmt  

(Abb. 68 a und c). Im Assay waren die Chitinasemutanten aufgrund ihrer geringeren Aktivität 10-fach 

höher konzentriert (c = 1 µM) als der Wildtyp. Die Substratkonzentration (25 µM (GlcNAc)6) und die 

eingesetzten Inhibitorkonzentrationen waren bei Wildtyp und Mutanten identisch.  

 

Abb. 68 Hemmenden Wirkung verschiedener Allosamidinkonzentrationen auf die Palmfarnchitinasemutanten. 
a) und c): Substratabbaukurven der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Palmfarnchitinasemutanten W197A und 
F166A. Die enzymatischen Reaktionen wurden in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. 25 µM 
(GlcNAc)6 wurden mit 1 µM Palmfarnchitinase in Anwesenheit von 0 µM, 0,01 µM, 0,025 µM, 0,1 µM, 0,5 µM, 1,0 µM, 
2,5 µM und 25 µM Allosamidin umgesetzt (a): 100 % = 1,2 x 106 counts), c): 100 % = 9,5 x 105 counts); b) und d): 
Inhibitionskurven des Inhibitors Allosamidin zur Bestimmung der relativen IC50-Werte. Die noch vorhandene Substrat-
menge wurde nach 10 min aus den Substratabbaukurven in Abb. 68 a) bzw. c) abgelesen und gegen die jeweils 
eingesetzte Allosamidinkonzentration aufgetragen (b): 100 % = 8,0 x 105 counts), d): 100 % = 5,0 x 105 counts). 
Zusätzlich zu den in Abb. 68 a) und c) dargestellten Inhibitorkonzentrationen wurden zur Bestimmung des relativen 
IC50-Wertes zusätzlich die Reaktion mit 0,25 µM Allosamidin durchgeführt. 

Die beiden Mutanten weisen in den durchgeführten Inhibitionsstudien mit einem relativen IC50-Wert für 

Allosamidin von 0,91 µM für die W197A-Mutante (Abb. 68 b) und 0,61 µM für die F166A-Mutante 

(Abb. 68 d)  keinen signifikanten Unterschied zum Wildtyp (rel. IC50 0,57 µM) auf. Allerdings muss an 
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dieser Stelle beachtet werden, dass eine erhöhte Enzymkonzentration bei der Untersuchung eines 

kompetitiven Inhibitors Einfluss auf den IC50-Wert nehmen kann.  

Die Ergebnisse zeigen, dass sich die in dieser Arbeit entwickelte massenspektrometrische Methode 

hervorragend eignet, neben Hydrolyseaktivitäten, Reaktionswegen und Affinitäten auch die inhibitorische 

Wirkung unterschiedlicher Substanzen zu bestimmen. Im Anschluss wurden die ermittelten quantitativen 

Zeitkurven der einzelnen Enzyme zur in silico-Analyse von Reaktionskinetiken herangezogen, um 

sowohl Aussagen über die verschiedenen Geschwindigkeitskonstanten der untersuchten enzymatischen 

Reaktionen zu erhalten als auch zur Bestimmung der freien Bindungsenergien der 

Substratbindungsstellen. 

 

 

4.5 Kinetische Analyse der Hydrolysezeitkurven 

Zur Charakterisierung des aktiven Zentrums der einzelnen Glykosidasen wurden in silico-Kalkulationen 

der experimentell ermittelten Hydrolysezeitkurven vorgenommen (Abbildungen siehe Anhang). Die  

in silico-Modellierung der Zeitkurven wurde nach der Methode von Fukamizo et al. (10) an der Kinki 

Universität in Japan am Institut für Advanced Bioscience durchgeführt.  

Die zur Kalkulation der experimentellen Daten eingesetzten Reaktionsparameter für die Glykosidase-

katalysierten Hydrolysereaktionen sind in Tabelle 12 aufgeführt. Die Datenanalyse liefert neben den 

Geschwindigkeitskonstanten k+1, k+2 und k-1, auch die freien Bindungsenergien an den einzelnen 

Substratbindungsstellen im aktiven Zentrum.  

Im Falle der `retaining enzymes´ wurden zur in-silico-Modellierung der Zeitkurven k-1-Werte  

(= Transglykosylierungsgeschwindigkeit) herangezogen, welche sich bei der Datenanalyse der UV-

spektroskopisch ermittelten Zeitkurven bewährt hatten. Da trotz der zugrundegelegten Trans-

glykosylierungsgeschwindigkeit in den jeweiligen in silico-Kalkulationen keine Transglykosylierungs-

produkte auftraten, führt dies zu der Annahme, dass die geringe Substratkonzentration die Trans-

glykosylierungsaktivität der `retaining enzymes´ unterdrückt.  

Die einzelnen Bindungsstellen im aktiven Zentrum beeinflussen aufgrund ihrer freien Bindungsenergien 

(ΔG) das Spaltungsmuster und die Gesamtgeschwindigkeit der enzymatischen Reaktion. Positive freie 

Bindungsenergien stehen für eine geringe Substrataffinität, je negativer die freie Bindungsenergie, desto 

höher ist die Substrataffinität an dieser Bindungsstelle. Somit ist im Falle des Lysozyms die Affinität des 

Substrats zur Bindungsstelle (-1) mit einer freien Bindungsenergie von +4,5 kcal/mol am geringsten, im 

Gegensatz dazu besitzt es an Position (-2), welche eine freie Bindungsenergie von -5,0 kcal/mol aufweist, 

die höchste Affinität, da das Binden an diese Stelle die höchste Energie freisetzt. 
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Tabelle 12  Reaktionsparameter für die Glykosidase-katalysierten Hydrolysereaktionen 

                     k+1 (s-1) k+2 (s-1) k-1 (s-1) ΔG (kcal/mol) der Bindungsstellen 

Lysozym 

(GlcNAc)6 0,20 

0,30  40,0  

-4   -3   -2  -1  +1  +2 

(GlcNAc)5 0,07 -1,7 -3,0 -5,0 +4,5 -2,5 -1,5 

(GlcNAc)4 0,01             

Gersten-
korn-

chitinase 

(GlcNAc)6 1,0 

200 0,0  

  -3   -2  -1  +1  +2 +3 

(GlcNAc)5 0,12 0,0 -5,0 +4,1 -0,5 -3,8 -2,0 

(GlcNAc)4 0,3             

Palm-
farn-

chitinase 
(Wt) 

(GlcNAc)6 15,0 

200 220 

  -3   -2  -1  +1  +2 +3 

(GlcNAc)5 5,0 -0,3 -4,5 +4,1 -0,3 -2,8 -3,2 

(GlcNAc)4 5,0             

Palm-
farn-

chitinase 
W197A 

(GlcNAc)6 8,0 

200 220 

  -3   -2  -1  +1  +2 +3 

(GlcNAc)5 4,5 -0,3 -4,5 +4,1 +1,4 -3,0 -3,2 

(GlcNAc)4 30,0             

Palm-
farn-

chitinase 
F166A 

(GlcNAc)6 10,0 

200 220 

  -3   -2  -1  +1  +2 +3 

(GlcNAc)5 3,5 -0,3 -4,5 +4,1 +1,7 -3,2 -3,2 

(GlcNAc)4 10,0             

Endo-
chito-
sanase 

(GlcN)6 2000 

4000 0,0 

  -3   -2  -1  +1  +2 +3 

(GlcN)5 50,0 -0,7 -4,7 +4,2 -0,5 -2,3 -1,0 

(GlcN)4 3000             

Exo-
chito-
sanase 

(GlcN)6 12,0 

200 220 

-2   -1   +1  +2  +3  +4 

(GlcN)5 15,0 +7,0 -2,9 -1,8 -0,9 -1,0 -0,5 

(GlcN)4 50,0             
 

Bei allen Endo-Enzymen weist die Substratbindungsstelle (-1), an welcher die Spaltung des Substrats 

erfolgt, eine hohe positive freie Bindungsenergie auf, weshalb eine Bindung des Substrats an diese 

Position energetisch sehr ungünstig ist. Im Gegensatz dazu wird bei der Bindung des Substrats während 

der Exo-Chitosanase-katalysierten Hydrolyse an Position (-1) die höchste Energie frei. Diese Ergebnisse 

liefern erste Hinweise, welche auf unterschiedliche Reaktionsmechanismen schließen lassen. 
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Bei der Exo-Chitosanase ist die Bindung des Substrats an Position (-2) mit einer freien Bindungsenergie 

von +7,0 kcal/mol energetisch sehr ungünstig. Aufgrund der äußerst geringen Affinität erfolgt an diese 

Stelle keine Substratbindung. Dies wird durch die experimentell ermittelten Zeitkurven der (GlcNAc)6-

Hydrolyse bestätigt, da (GlcNAc)6 ebenfalls im 1. Hydrolysezyklus die Abspaltung eines (GlcN)-

Moleküls aufzeigt und demnach die Bindung an die Stellen (-1) ~ (+5) erfolgen muss. 

Im Falle der Palmfarnchitinase wurden zusätzlich zum Wildtyp auch die mittels MS erhaltenen 

quantitativen Zeitkurven der beiden Mutanten W197A und F166A in silico modelliert (Abbildungen siehe 

Anhang). Betrachtet man die erhaltenen freien Bindungsenergien der einzelnen Positionen im aktiven 

Zentrum, dann zeigt sich, dass bei den Mutanten im Vergleich zum Wildtyp ein erhöhter positiver Wert 

an der Bindungsstelle (+1) vorliegt und somit die Substrataffinität an dieser Position aufgrund der 

Mutationen herabgesetzt wurde. Außerdem unterscheiden sich die Mutanten auch hinsichtlich der 

Geschwindigkeitskonstanten k+1. Diese sind für die Substrate (GlcNAc)6 und (GlcNAc)5 etwas erniedrigt, 

was ebenfalls auf die erschwerte Bindung des Substrats im aktiven Zentrum zurückzuführen ist. 

Die kalkulierten Zeitkurven der einzelnen Enzyme, welche auf den massenspektrometrischen Daten 

basieren, liefern somit zusätzliche Informationen über die verschiedenen Geschwindigkeitskonstanten der 

untersuchten enzymatischen Reaktionen und über die freien Bindungsenergien der einzelnen 

Substratbindungsstellen, welche wiederum Aussagen über vorliegende Affinitäten zulassen. 

 

 

4.6 Miniaturisierung und Automatisierung des Lysozym-Assays 

Eine Weiterentwicklung der hier angewandten massenspektrometrische Methode erfolgte hinsichtlich der 

Miniaturisierung und der Automatisierung am Beispiel des Lysozym-Assays. Ziel war es, den 

Substanzverbrauch pro Messung zu vermindern und gleichzeitig durch automatisiertes Pipettieren und 

Mischen den Zeitverlust bis zur beginnenden Detektion der Reaktion zu minimieren. Hierzu wurde ein 

von Advion Biosystems entwickeltes nanofluides System `Triversa Nanomate´ als Ionisationsquelle 

eingesetzt (94). Die Messungen wurden in Zusammenarbeit mit Reinaldo Almeida durchgeführt. Für die 

Analysen wurde der in dieser Arbeit etablierte Lysozym-Assay bestehend aus 25 µM (GlcNAc)6 und 

5 µM Lysozym gelöst in Ammoniumacetat (10 mM) pH 5,2 eingesetzt. Mit Hilfe dieses nanofluiden 

Systems war es möglich, die enzymatische Reaktion unter Einsatz geringster Probevolumina (Flussrate: 

100 nL/min → 5 nL pro Scan) durchzuführen. Des Weiteren konnte mit dieser Technik der Beginn der 

Reaktion mit einer Verzögerungszeit von 30 s bestimmt werden, dies ist im Vergleich zur ESI-MS-

Methode (Verzögerungszeit von 2 – 3 min) um den Faktor 4 – 6 geringer. 
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Abb. 69 zeigt die unter Einsatz des nanofluiden Systems erhaltenen Zeitkurven für die Hauptprodukte 

(GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 und das Substrat (GlcNAc)6 der Lysozym-katalysierten Hydrolyse. Die 

Reaktion wurde über einen Zeitraum von 30 min verfolgt. Innerhalb dieser Zeit wurde viermal die 

Sprühdüse gewechselt, um die Kontinuität des Systems zu überprüfen. Dieser simulierte Sprayausfall 

führte zu den in Abb. 69 sichtbaren Signaleinbrüchen. Die Zeitkurven zeigen sowohl den Substratabbau 

als auch die Produktbildung. 

 

Abb. 69 Zeitkurven der Lysozym-katalysierten Hydrolysereaktion des (GlcNAc)6. Die enzymatische Reaktion wurde 
mit 5 µM Lysozym und 25 µM (GlcNAc)6 in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 bei 20 °C durchgeführt. Während dieser 
Messung wurde zur Überprüfung der Kontinuität viermal die Sprühdüse gewechselt, was zu den sichtbaren 
Signaleinbrüchen führte. 

Des Weiteren wurden Inhibitionsstudien unter Einsatz des Produkt-Inhibitors (GlcNAc)3 durchgeführt. 

Die auftretende Inhibition bei der Zugabe verschiedener (GlcNAc)3-Konzentrationen wurde hier anhand 

der prozentualen Abnahme des Substrats nach 11 min betrachtet. Eine Erhöhung der (GlcNAc)3-

Konzentration führte zu einem verringerten Substratabbau innerhalb des festgesetzten Zeitintervalls 

(Tabelle 13).  
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Tabelle 13 Inhibition der Lysozym-katalysierten Hydrolyse des (GlcNAc)6-Substrats durch (GlcNAc)3 

(GlcNAc)3-Konzentration Substratabnahme nach 11 min 

0 µM 32 % 

12,5 µM 30 % 

25 µM 27 % 

75 µM 12 % 

200 µM 4 % 

Die Messung der Inhibition beim Einsatz von 50 µM (GlcNAc)3 führte zu einem Substratabnahme nach 11 min von 
5 %. Dieser Wert wurde als Ausreißer betrachtet und daher nicht in der Tabelle aufgeführt. 

Somit war es gelungen, die enzymatische Reaktion mit kleinsten Volumina (5 nl pro Scan) automatisiert 

zu vermessen und die verzögerte Detektionszeit auf 30 s herabzusetzen. Die Hydrolyse des (GlcNAc)6 

ergab, dass Lysozym dieses Substrat vorwiegend in die Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 spaltet. 

Demnach stimmen die ermittelten Ergebnisse bezüglich der Produktverteilung mit den bisher erhaltenen 

Resultaten überein. Des Weiteren konnte auch mit der miniaturisierten Analyse eine Dosis-

Wirkungsbeziehung beim Einsatz des Produkt-Inhibitors (GlcNAc)3 beobachtet werden. 

Zum Schluss sollte die in dieser Arbeit entwickelte massenspektrometrische Methode auf andere 

Enzymklassen übertragen werden. Hierzu wurde die Cyclooxygenase-1 (COX-1), eine Oxidoreduktase, 

eingesetzt, welche ein bifunktionelles, membranintegriertes Enzym darstellt. 

 

 

4.7 Untersuchung von komplexeren Enzymsystemen mittels Echtzeit ESI-MS 

Arbeiten hinsichtlich der Untersuchung komplexerer enzymatischer Reaktionen erfolgten mit dem Enzym 

Cyclooxygenase-1 (COX-1) und wurden von Gabriele Stöhr im Rahmen einer Bachelorarbeit 

durchgeführt. Bisher wurde die entwickelte massenspektrometrische Methode zur Untersuchung der 

Hydrolysereaktionen verschiedener Glykosidasen angewandt. Diese Enzyme benötigen keine weiteren 

Cofaktoren, um katalytisch aktiv zu sein. Die Studien mit COX-1 sollten daher weiterführend die 

mögliche Anwendung der MS-Methode auf komplexere Enzymsysteme, d.h. Enzyme, welche zur 

Umsetzung des Substrats auf weitere Faktoren angewiesen sind, aufzeigen. In diesem Kapitel wurden die 

wichtigsten Ergebnisse aus der Bachelorarbeit zusammengefasst. 

Da sich Ammoniumacetat bei den Glykosidasen sehr gut bewährte, wurden die enzymatischen 

Reaktionen mit COX-1 ebenfalls in diesem Salz untersucht. Somit erfolgte zunächst eine Optimierung 

des pH-Wertes. Da bei dieser enzymatischen Reaktion die Fettsäure Arachidonsäure als Substrat fungiert, 
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wurde der Enzymassay im Gegensatz zu den bisherigen Messungen im negativen Modus vermessen. Um 

eine ausreichende Ionenausbeute zu erzielen, musste eine Deprotonierung der Fettsäure in Lösung 

gewährleistet werden. Vorversuche zeigten, dass Arachidonsäure erst ab einem pH-Wert von 8 detektiert 

werden konnte. Eine Erhöhung des pH-Wertes auf 10 bewirkte eine deutlich bessere Ionenbildung. Es 

musste aber auch darauf geachtet werden, dass beim eingesetzten pH-Wert das zu untersuchende Enzym 

COX-1 aktiv vorlag. Die zur Gewährleistung der Enzymaktivität benötigten Substanzen Phenol und 

Hematin wurden zunächst in Anlehnung an in der Literatur beschriebene COX-Assays mit einer 

Konzentration von 250 µM Phenol und 1 µM Hematin eingesetzt. Im Anschluss wurde eine Optimierung 

der enzymatischen Aktivität durch Variation der einzelnen Konzentrationen vorgenommen. Zur 

Überprüfung des Systems wurde bei diesen Untersuchungen Raffinose als interner Mengen- und 

Massenstandard eingesetzt, da dieser Zucker sehr stabil ist und im negativen Modus detektiert werden 

kann. 

Mit Hilfe der massenspektrometrischen Detektion konnten die zeitlichen Verläufe des Substrats 

(Arachidonsäure) und des Produkts (PGH2) anhand ihrer EICs veranschaulicht werden (Abb. 70). Die 

Kurven zeigen deutlich die Abnahme des Substrats und die Zunahme des Produkts über die Zeit. Des 

Weiteren konnte in der Optimierungsphase festgestellt werden, dass der Zusatz von Phenol zum COX-

Assay entscheidend für die Enzymaktivität ist, die Zugabe von Hematin führte hingegen zu keiner 

verbesserten Produktausbeute. 

 

Abb. 70 Zeitkurven der enzymatischen Umsetzung von Arachidonsäure zu Prostaglandin H2 (PGH2) katalysiert durch 
COX-1. Die enzymatische Reaktion wurde in Ammoniumacetat (10 mM) bei pH 8 durchgeführt. Hierzu wurden 50 µM 
Arachidonsäure mit 244 U COX-1 umgesetzt. Des Weiteren enthielt der Assay 1 µM Hematin und 250 µM Phenol 
(100 % = 7,0 x 104 counts). 

Da es mit Hilfe der massenspektrometrischen Detektion möglich ist, simultan jede in Lösung als Ion 

vorliegende Substanz anhand ihres m/z-Wertes zu bestimmen, konnten im Falle des Enzyms COX-1 

neben dem Substrat (Arachidonsäure) und dem gebildeten Endprodukt (PGH2) auch das durch die 

Cyclooxygenasereaktion gebildete Zwischenprodukt PGG2 detektiert werden. Beim Betrachten des 

Zwischenprodukts PGG2 konnte beobachtet werden, dass dessen Entstehung von der Phenolzugabe nicht 
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so stark beeinflusst wurde wie die Bildung des Endprodukts PGH2 (Abb. 71). Die Zeitkurven zeigen, dass 

ohne Phenol (Abb. 71 a) nach wie vor die Bildung des Zwischenprodukts PGG2 im katalytischen 

Cyclooxygenasezentrum erfolgte, welches dann aber nur eingeschränkt mittels der Peroxidasereaktion 

zum Endprodukt PGH2 umgesetzt wurde. Bei der Reaktion mit Phenol wurde PGG2 zu PGH2 

umgewandelt, weshalb hier das Endprodukt auch in größeren Mengen im Vergleich zum 

Zwischenprodukt im Assay vorlag (Abb. 71 b). Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass in Abwesenheit 

von Phenol vorwiegend die Peroxidasereaktion in ihrer Aktivität eingeschränkt wird. 

 

Abb. 71 Zeitkurven der bei der enzymatischen Umsetzung von Arachidonsäure katalysiert durch COX-1 gebildeten 
Produkte. Die enzymatische Reaktion wurde a) ohne Phenol (100 % = 3,5 x 103 counts) und b) mit 250 µM Phenol 
(100 % = 1,7 x 104 counts) in Ammoniumacetat (10 mM) bei pH 8 durchgeführt. Hierzu wurden 50 µM Arachidon-
säure mit 244 U COX-1 umgesetzt. Des Weiteren enthielt der Assay 1 µM Hematin.   

Die für die Oxidoreduktase COX-1 ermittelten Ergebnisse verdeutlichen, dass sich die in dieser Arbeit 

entwickelte massenspektrometrische Methode ebenfalls zur Untersuchung anderer Enzymklassen und 

komplexeren Enzymsystemen eignet. Es war gelungen, die Reaktion eines bifunktionellen, membran-

integrierten Enzyms so zu gestalten, dass das Enzym aktiv vorlag und die Reaktion 

massenspektrometrisch detektiert werden konnte. Zusätzlich liefert diese Form der Detektion die 

Möglichkeit, neben der Substrat- und Produktbestimmung auch Aussagen über vorliegende 

Zwischenprodukte einer enzymatischen Reaktion zu treffen. 
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5 Diskussion 
 
Die Entwicklung neuer, sensitiver Methoden bringt eine Vielzahl an Möglichkeiten mit sich, diese auf 

den unterschiedlichsten Gebieten der Analytik einzusetzen. Hierzu bedarf es immer einer Entwicklungs- 

und Optimierungsphase, um neue Bereiche zu erschließen. Die Untersuchung enzymatischer Reaktionen 

erfolgt häufig in Form von `stopped-flow´ bzw. `quenched-flow´ Experimenten (40, 41) und somit 

punktuell, weshalb die Etablierung einer kontinuierlichen Methode, welche Echtzeitdaten zur 

Enzymcharakterisierung liefert, von großer Bedeutung ist.  

5.1 Entwicklung und Optimierung der massenspektrometrischen Methode 

Zu Beginn dieser Arbeit sollte eine enzymatische Reaktion so gestaltet werden, dass die Aktivität des 

Enzyms im Vergleich zu physiologischen Bedingungen erhalten blieb und gleichzeitig eine Detektion der 

einzelnen Substanzen mittels ESI-MS möglich war. Für die Entwicklung und Optimierung des Enzym-

Assays wurde Lysozym aus Hühnereiweiß eingesetzt. Zunächst musste eine geeignete Salzauswahl 

erfolgen, da die meisten enzymatischen Reaktionen in nichtflüchtigen Puffern, wie z. B. HEPES,  

Tris-HCL, Natriumphosphat, durchgeführt werden und diese nicht mit ESI-MS kompatibel sind (103-

105). Diese Problematik zeigte sich auch bei der Vermessung von Lysozym in Natriumacetat (Abb. 21 a). 

Aufgrund der zu geringen Flüchtigkeit des Salzes kam es zur Cluster-Bildung, weshalb die Bestimmung 

des Lysozyms massenspektrometrisch nicht möglich war. Dagegen lieferte die Analyse von Lysozym 

beim Einsatz von Ammoniumhydrogencarbonat aufgrund der Flüchtigkeit des Salzes ein gut 

auswertbares MS-Spektrum, jedoch lag Lysozym in diesem Salz teilweise entfaltet vor, was aus dem 

bimodalen Spektrum ersichtlich wurde (Abb. 21 b). Liegen für ein Enzym denaturierende Bedingungen 

vor, kommt es aufgrund der Masse-zu-Ladungsverschiebung in Richtung höher geladener Ionen zu einer 

bimodalen Verteilung, was auf eine teilweise Entfaltung des Proteins hindeutet. Ein natives Protein 

besitzt bedingt durch seine Faltung eine sehr kompakte Struktur. Beim Übergang in die Gasphase ist 

somit nur eine begrenzte Oberfläche des Proteins der Lösung ausgesetzt und befähigt, Ladungen zu tragen. 

Unter denaturierenden Bedingungen verliert dieses Protein seine Struktur und somit seine Kompaktheit. 

Durch diesen Entfaltungsvorgang wächst die Oberfläche, die der Lösung ausgesetzt ist, und beim 

Übergang in die Gasphase werden mehr Ladungen an das Protein angelagert als dies im nativen Zustand 

der Fall ist (96, 97, 106, 107).  

Auf der Suche nach dem geeigneten Salzsystem wurde Lysozym im Anschluss in den beiden 

leichtflüchtigen Salzen Ammoniumformiat und Ammoniumacetat vermessen (Abb. 22). In beiden Salzen 

konnte Lysozym sehr gut detektiert werden. Des Weiteren wies Lysozym bei der Hydrolyse des Substrats 

(GlcNAc)6 in beiden Salzen annähernd die gleiche Aktivität auf. Da sich bei der Untersuchung des 

Lysozyms in Ammoniumformiat im aufgenommenen Spektrum höher geladene Ladungszustände 

andeuteten, wurde Ammoniumacetat als Salzsystem für die weiteren Analysen eingesetzt (75). 
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Um eine gute Enzymaktivität zu erreichen, ist es von Vorteil, im Bereich des pH-Optimums des 

eingesetzten Enzyms zu arbeiten. Bei der hier verwendeten Elektrospray-Ionisationstechnik musste aber 

auch darauf geachtet werden, dass die zu untersuchenden Substanzen ausreichend ionisiert in Lösung 

vorlagen. Da die Messung im positiven Modus durchgeführt wurde, mussten demnach genügend 

Protonen in Lösung vorhanden sein, um eine Protonierung und somit Ionisation der einzelnen Moleküle 

zu gewährleisten. Die Aktivitätsbestimmungen bei unterschiedlichen pH-Werten ergaben, dass Lysozym 

bei einem pH-Wert von 4,2 bis 5,2 die höchste Aktivität besaß (Abb. 23) (75). Dieser pH-Bereich 

erlaubte außerdem eine ausreichende Protonierung der im Assay enthaltenen Substanzen. Für die weiteren 

Versuche wurde daher pH 5,2 ausgewählt, da in der Literatur Vergleichsdaten, welche bei diesem pH-

Wert bestimmt wurden, vorlagen (10, 76).  

Des Weiteren konnte bei der pH-Wert Studie festgestellt werden, dass Lysozym bei einem pH-Wert von 

2,2 keine Aktivität aufweist und ab einem pH von 8,2 die Aktivität sehr stark herabgesetzt war. Die im 

Anschluss durchgeführten CD-spektroskopischen Messungen im Weit-UV zeigten, dass es in einem pH-

Bereich von pH 2,2 – 10,2 zu keiner Veränderung der Sekundärstruktur kam (Abb. 24). Im Mittel wies 

Lysozym einen prozentualen Anteil von 30 % α-Helix, 20 % β-Faltblatt, 18 % Turn und 32 % Random 

Coil auf (Abb. 25).  

Zur zusätzlichen Überprüfung der Stabilität der Proteinstruktur wurden im Anschluss die ermittelten MS-

Spektren für Lysozym im pH-Bereich von 2,2 – 10,2 im Hinblick auf die Tertiärstruktur betrachtet  

(Abb. 26). Bei pH 2,2 konnten höherer Ladungszustände aufgrund der erhöhten Protonenzahl in Lösung 

detektiert werden, es lag aber kein bimodales Spektrum vor, was auf eine Entfaltung hindeuten würde. 

Erst ab einem pH-Wert von 9,2 konnte eine beginnende Teilentfaltung des Enzyms detektiert werden, 

wobei der Großteil des Lysozyms immer noch nativ vorlag.  

Lysozym gehört zu der Enzymklasse der Hydrolasen. Bei der katalytischen Reaktion spielen neben dem 

für die Hydrolyse benötigten Wasser vor allem zwei Aminosäuren eine wichtige Rolle. Zum einen die 

Aminosäure Glu35, welche während des katalytischen Mechanismus als Säure fungiert, und die 

Aminosäure Asp52, welche während der Hydrolyse als Base zur Verfügung steht (9). Da die CD-

spektroskopischen und massenspektrometrischen Daten belegten, dass es im pH-Bereich von 2,2 – 8,2 zu 

keiner Veränderung der Sekundär- bzw. Tertiärstruktur kam, erfolgte die Inaktivierung des Enzyms 

vermutlich bei einem niedrigen pH-Wert aufgrund der Protonierung der am katalytischen Mechanismus 

beteiligten Base (Asp52) bzw. bei einem hohen pH-Wert aufgrund der Deprotonierung der katalytischen 

Säure (Glu35). Frühere Studien zeigen, dass im freien Enzym Glu35 einen pKs-Wert von 6,0 – 6,5 besitzt, 

Asp52 einen pKs-Wert von 3,0 – 4,6 (76). Dies spricht dafür, dass Lysozym aufgrund der Protonierung 

der katalytischen Base Asp52 ab einem pH < 3 keine Aktivität mehr aufweist. Im Falle der Glu35 müsste 

eine Deprotonierung der katalytischen Säure schon ab einem pH > 6,5 zu einer Inaktivierung des Enzyms 

führen. Es konnte aber gezeigt werden, dass die Substratbindung an das aktive Zentrum im Falle der 
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Glu35 zu einer Erhöhung des pKs-Wertes um 0,4 – 0,6 führt. Dies geschieht vermutlich durch die dadurch 

ausgelöste Dehydrierung des aktiven Zentrums (18, 108) und führt dazu, dass Lysozym erst ab einem  

pH > 7 seine Hydrolyseaktivität verliert. 

Diese Ergebnisse stützen die Aussage, dass der Aktivitätsverlust des Lysozyms bei pH 2,2 bzw. 8,2  nicht 

durch die Denaturierung des Enzyms zustande kam, sondern auf den Protonierungs- bzw. 

Deprotonierungszustand der beiden  katalytischen Aminosäuren Glu35 und Asp52 zurückzuführen ist. 

Nachdem das geeignete Salz und der optimale pH-Wert gefunden waren, sollte nun mit Hilfe der EICs die 

simultane Bestimmung des Substrats und der Produkte anhand ihrer Zeitkurven erfolgen. Aufgrund der 

unterschiedlichen Ionisationseffizienz der einzelnen Oligosaccharide wurden zunächst nur qualitative 

Zeitkurven ermittelt (Abb. 29 a). Da die Protonierung der hier zu untersuchenden Zucker vorwiegend an 

ihrer glykosidischen Bindung stattfindet (109), wiesen die Zucker aufgrund ihrer unterschiedlichen 

Kettenlänge abweichende Intensitäten bei gleicher Konzentration auf. Besonders der Monozucker 

(GlcNAc) wurde nur sehr schlecht ionisiert, da er keine glykosidische Bindung besitzt. Des Weiteren 

besaßen die einzelnen Oligosaccharide, sofern sie einzeln gelöst vorlagen, ein anderes 

Ionisationsverhalten als wenn sie in einer Mischung bestehend aus Oligosacchariden unterschiedlicher 

Kettenlänge detektiert wurden. Daher mussten zunächst Ionisationsfaktoren der jeweiligen 

Oligosaccharide in einem Mischansatz bestimmt werden. Durch Korrektur der ermittelten Zeitkurven mit 

den einzelnen Ionisationsfaktoren gelang es, quantitative Zeitkurven zu erhalten (Abb. 29 b) (79).  

Des Weiteren bot das Modellsystem Lysozym die Möglichkeit, neben den Zeitkurven, welche 

Informationen über die Hydrolyseaktivität und die Produktverteilung und somit Aussagen über die 

Spaltung im aktiven Zentrum lieferten, auch Hinweise bezüglich der Affinität bestimmter Liganden zum 

Enzym zu erhalten, da zusätzlich zum Substrat und den Produkten die simultane Detektion des frei in 

Lösung vorliegenden und des komplexierten Enzyms möglich war (Abb. 30). Somit wurde mit Hilfe des 

Lysozym-Modellsystems eine massenspektrometrische Methode entwickelt, welche zur 

Charakterisierung weiterer Glykosidasen herangezogen wurde. 
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5.2 Aktivität und Abbauwege verschiedener Glykosidasen 

5.2.1 Lysozym 

Zunächst war es gelungen, die enzymatische Hydrolysereaktion des Lysozyms massenspektrometrisch zu 

detektieren. Die für den Abbau des Substrats (GlcNAc)6 ermittelten Zeitkurven zeigten, dass die 

hydrolytische Spaltung des (GlcNAc)6 vorwiegend in die Zucker (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 erfolgte  

(Abb. 33 a). In der Literatur werden für Lysozym sechs Substratbindungsstellen (-4)(-3)(-2)(-1)(+1)(+2) 

im aktiven Zentrum definiert (Abb. 72), dies beruht auf Ergebnissen von Röntgenstrukturanalysen  

(7, 110).  

 

Abb. 72 Substratbindungsstellen und Spaltungsposition im aktiven Zentrum des Lysozyms. 

Die experimentell erhaltenen Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 belegen die Annahme, dass die 

Spaltung zwischen den Bindungspositionen (-1) und (+1) stattfinden muss. Beim Einsatz des Penta-

saccharids (GlcNAc)5 als Substrat wurde anhand der Produktbildung, welche vorwiegend aus den Oligo-

sacchariden (GlcNAc)4 und (GlcNAc) bestand (Abb. 33 b), deutlich, dass (GlcNAc)5 im aktiven Zentrum 

bevorzugt an die Bindungsstellen (-4)(-3)(-2)(-1)(+1) bindet, da die Spaltung zwischen (-1) und (+1) 

erfolgt. Die Hydrolyse des (GlcNAc)4 fand unter den hier angewandten Bedingungen trotz einer erhöhten 

Enzymmenge nur sehr langsam statt (Abb. 33 c). Anhand des Spaltungsmusters wurde deutlich, dass 

dieser Zucker im produktiven Komplex an die Positionen (-3)(-2)(-1)(+1) bindet, da hauptsächlich 

(GlcNAc)3 und (GlcNAc) gebildet wurden. Nach zwei Wochen wurde die Probe noch ein weiteres Mal 

vermessen und es konnte festgestellt werden, dass (GlcNAc)4 vollständig abgebaut war. Im Gegensatz 

dazu erfolgte auch nach mehreren Wochen kein Abbau der Oligosaccharide (GlcNAc)3 und (GlcNAc)2. 

Dies deckt sich mit der in der Literatur beschriebenen Funktion der beiden Oligosaccharide als Feedback-

Inhibitoren (12). Die Hydrolysegeschwindigkeit des Lysozyms nimmt in Richtung kürzerkettiger Zucker 

ab, dies liegt daran, dass außer den katalytisch aktiven Aminosäuren auch weiter entfernt liegende 

Aminosäuren am Reaktionsmechanismus, z. B. an der Bindung des Substrats, beteiligt sind (9). Generell 

besaß Lysozym mit einer spezifischen Aktivität für die Hydrolyse des (GlcNAc)6-Substrats von 0,2 min-1 

eine geringere Aktivität im Vergleich zur spezifischen Aktivität von 3,0 min-1, welche mittels UV-

Detektion bestimmt wurde (10). Der Grund für diese unterschiedlichen Aktivitäten ist vorwiegend die 

angewandte Reaktionstemperatur.  Bei der massenspektrometrischen Methode wurde die enzymatische 

Reaktion bei 20 °C durchgeführt, bei den UV-Messungen wurde bei einer Temperatur von 50 °C 
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gearbeitet. Laut der RGT-Regel führt eine Temperaturerhöhung von 10 °C zu einer Verdoppelung bis 

Verdreifachung der Reaktionsgeschwindigkeit (3). Des Weiteren könnten auch die eingesetzten 

Salzsysteme (MS: Ammoniumacetat, UV: Natriumacetat) einen Einfluss auf die Aktivität ausüben. Da 

Natriumacetat für die massenspektrometrische Detektion nicht geeignet war (siehe Kapitel 5.1), konnte 

dies in dieser Arbeit nicht überprüft werden. 

Die in der Literatur beschriebenen Zeitkurven der von Lysozym katalysierten Hydrolyse verschiedener 

Oligosaccharide, welche mittels UV-Detektion bestimmt wurden, wiesen jedoch neben der eigentlichen 

Hydrolyseaktivität des Lysozyms zusätzlich eine Transglykosylierungsreaktion auf (Abb. 73) (10). Dies 

wird bei der Spaltung des (GlcNAc)4 anhand der vorliegenden Produktverteilung deutlich. (GlcNAc)4 

wird während der Hydrolyse entweder in zwei (GlcNAc)2-Moleküle oder in (GlcNAc) und (GlcNAc)3 

gespaltet. Da kein Abbau des (GlcNAc)3 in dieser Zeit erfolgt, müssten die beiden Oligosaccharide 

(GlcNAc) und (GlcNAc)3 in gleichen Mengen vorliegen. Es wurde aber eine weitaus höhere (GlcNAc)-

Konzentration bestimmt, weshalb die Hydrolysereaktion offensichtlich von einer weiteren Reaktion 

überlagert wurde. Auch bei der Spaltung der Substrate (GlcNAc)5 und (GlcNAc)6 wurde anhand der 

ermittelten Produktverteilung deutlich, dass Lysozym neben der Hydrolyse eine weitere Reaktion, die 

sogenannte Transglykosylierungsreaktion, katalysiert. 

 

Abb. 73 Mittels UV-Detektion erhaltene Zeitkurven der Lysozym-katalysierten Hydrolyse der Substrate (GlcNAc)6, 
(GlcNAc)5 und (GlcNAc)4. Abbildung entnommen aus (10). 

Diese Form der Reaktion wurde bisher nur bei `retaining enzymes´ (z. B. Lysozym) beobachtet, bei denen 

das Endprodukt ebenso wie das zuvor eingesetzte Substrat nach der Hydrolyse wieder in der  

β-Form vorliegt. Da die mit Hilfe der Massenspektrometrie bestimmten Zeitkurven keine 

Transglykosylierungsreaktion erkennen ließen und somit reine Hydrolyseraten darstellen (Abb. 33), sollte 

diese Beobachtung nun durch Untersuchung unterschiedlicher Glykosidasen mit Hilfe der massen-

spektrometrischen Methode eingehender beleuchtet werden. Aus diesem Grund wurden zusätzlich zu 
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Lysozym zwei Chitinasen untersucht. Zum einen die Palmfarnchitinase, welche ebenso wie Lysozym 

aufgrund ihrer in β-Form vorliegenden Produkte den `retaining enzymes´ angehört (20), und zum anderen 

die Gerstenkornchitinase, welche zu den `inverting enzymes´ zählt und demnach Produkte bildet, welche 

in der α-Form vorliegen (18). 

 

5.2.2 Chitinasen 

Die beiden Chitinasen besitzen ein sehr ähnliches aktives Zentrum wie Lysozym. Sie weisen ebenso sechs 

Substratbindungsstellen auf, welche allerdings mit (-3)(-2)(-1)(+1)(+2)(+3) bezeichnet werden. Die 

Spaltung erfolgt symmetrisch zwischen den Bindungsstellen (-1) und (+1), weshalb beide Chitinasen das 

Substrat (GlcNAc)6 im Gegensatz zu Lysozym verstärkt in zwei (GlcNAc)3-Moleküle spalten (Abb. 74) 

(18, 20).  

 

Abb. 74 Substratbindungsstellen und Spaltungsposition im aktiven Zentrum der Chitinasen.  

5.2.2.1 Gerstenkornchitinase: Wildtyp 

Die Gerstenkornchitinase bildete bei der Hydrolyse des (GlcNAc)6 zu gleichen Teilen (GlcNAc)3 sowie 

(GlcNAc)2 / (GlcNAc)4 (Abb. 36 a). Des Weiteren wurde das Spaltungsmuster der Gerstenkornchitinase 

beim Einsatz des (GlcNAc)5-Substrats betrachtet. Die Spaltung erfolgte ausschließlich in die beiden 

Zucker (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 (Abb. 36 b). Diese Ergebnisse sind direkt mit den mittels UV-

Detektion bestimmten Daten vergleichbar (Abb. 75). Dies ist darauf zurückzuführen, dass es sich bei 

dieser Chitinase um ein `inverting enzyme´ handelt und somit auch mit der klassischen Methode keine 

Transglykosylierungsreaktion gemessen wurde (18). Es liegen daher bei beiden Detektionsmethoden 

reine Hydrolyseraten vor. 

Die Hydrolyse von (GlcNAc)5 fand trotz erhöhter Enzymkonzentration nur sehr langsam statt. Demnach 

stimmt auch die herabgesetzte Hydrolyseaktivität hinsichtlich kürzerer Zucker mit den Literaturdaten 

überein. Eine Spaltung des (GlcNAc)4-Substrats konnte unter den hier angewandten Bedingungen nicht 

beobachtet werden (Abb. 36 c). Da auch bei diesem Enzym die Hydrolysegeschwindigkeit in Richtung 

kürzerkettiger Zucker abnimmt, hätte die Messzeit über mehrere Stunden erfolgen müssen, um eine 

Abnahme des Zuckers zu erhalten. Dies bestätigen auch die zum Vergleich herangezogenen 
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Literaturdaten in Abb. 75, da auch hier bei einer Messzeit von über 20 h nur eine geringe Hydrolyse des 

(GlcNAc)4 detektiert werden konnte.   

 

Abb. 75 Mittels UV-Detektion erhaltene Zeitkurven der Gerstenkornchitinase-katalysierten Hydrolyse der Substrate 
(GlcNAc)6, (GlcNAc)5 und (GlcNAc)4. Abbildung entnommen aus (18). 

Die Gerstenkornchitinase wies bei der Hydrolyse des (GlcNAc)6 eine spezifische Aktivität bei 20 °C von  

0,8 min-1 auf. Die Bestimmung des vollständigen Substratabbaus ist in diesem Fall schwer ermittelbar, da 

vermutlich aufgrund der hohen Konzentration an gebildetem Produkt-Inhibitor (GlcNAc)3 ein Großteil 

des (GlcNAc)6 nicht hydrolysiert wurde. Die ermittelte spezifische Aktivität und der hohe Anteil an nicht 

hydrolysiertem Substrat stehen im extremen Gegensatz zu den mittels UV-Detektion erhaltenen Daten 

(18, 89). Die Gerstenkornchitinase wies dort bei einer Reaktionstemperatur von 40 °C eine spezifische 

Aktivität von 580 min-1 auf. Des Weiteren wurde (GlcNAc)6 bei gleichem Spaltungsmuster vollständig 

abgebaut. Probleme bei der Expression können nicht ausgeschlossen werden, da in dieser Arbeit nur eine 

Enzymcharge untersucht werden konnte. Allerdings ergaben sich im MS-Spektrum keine Auffälligkeiten, 

welche auf eine Denaturierung des Enzyms hingedeutet hätten. 

5.2.2.2 Gerstenkornchitinase: E67Q-Mutante 

Im Falle der Gerstenkornchitinase stand zusätzlich die E67Q-Mutante zur Untersuchung zur Verfügung. 

Bei diesem Enzym wurde die katalytische Aminosäure Glutaminsäure67 (E67) durch gezielte Mutation 
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durch Glutamin (Q) ausgetauscht. Diese Form der Mutation sollte zu einer vollständigen Inaktivierung 

des Enzyms führen (99). Dies konnte mit Hilfe der massenspektrometrischen Untersuchung bestätigt 

werden, denn es erfolgte beim Einsatz der E67Q-Mutante kein hydrolytischer Abbau des (GlcNAc)6-

Substrats (Abb. 38 a). Um eine Inaktivität des Enzyms aufgrund einer veränderten Struktur 

auszuschließen, wurde die E67Q-Mutante zusätzlich CD-spektroskopisch vermessen (Abb. 39). Das 

erhaltene CD-Spektrum wurde mit Spektren des Wildtyps aus der Literatur verglichen (99, 100). Eine 

CD-spektroskopische Untersuchung des Wildtyps wurde während dieser Arbeit nicht durchgeführt, da 

dieses Enzym nur in geringer Menge zur Verfügung stand. Der CD-Spektrenvergleich belegte, dass bei 

der E67Q-Mutante eine unveränderte Sekundärstruktur im Vergleich zum Wildtyp vorlag.  

Zur Überprüfung der Tertiärstruktur wurden sowohl MS-Spektren des Wildtyps und der E67Q-Mutante 

unter nativen (Ammoniumacetat pH 5,2) als auch unter denaturierenden (Ammoniumacetat/Methanol/ 

Essigsäure) Bedingungen aufgenommen (Abb. 40). Mit Hilfe der MS-Spektren konnte zunächst eine 

Identifizierung der Enzyme anhand ihrer molekularen Massen erfolgen. Außerdem ließ sich erkennen, 

dass die E67Q-Mutante ebenso wie der Wildtyp unter nativen Bedingungen ausschließlich 10- bis 12-fach 

geladen vorlag. Unter denaturierenden Bedingungen kam es bei beiden Enzymen aufgrund der Masse-zu-

Ladungsverschiebung in Richtung höher geladener Ionen zu einer bimodalen Verteilung, was - wie zuvor 

bei Lysozym beschrieben - auf eine teilweise Entfaltung der Proteine hindeutet (96, 97, 106, 107). 

Demnach konnte die massenspektrometrische Bestimmung keine strukturellen Unterschiede zwischen 

dem aktiven Wildtyp und der inaktiven E67Q-Mutante aufzeigen.  

Da sowohl die Sekundärstruktur als auch die Tertiärstruktur durch die Mutation im Wesentlichen nicht 

beeinflusst wurde, kann die Annahme getroffen werden, dass die Inaktivierung der E67Q-Mutante 

alleinig durch die Mutation zustande kam (79). 

Beim Einsatz des unspezifischen Substrats (GlcN)6 fand ebenfalls keine Spaltung statt (Abb. 38 b). 

Dennoch konnte beim Betrachten der gebildeten Enzym-Substrat-Komplexe ein Unterschied zwischen 

spezifischem und unspezifischem Substrat beobachtet werden. Dies wird in Kapitel 5.3.1 im Detail 

diskutiert. 

5.2.2.3 Palmfarnchitinase: Wildtyp 

Die zweite zur massenspektrometrischen Analyse herangezogene Chitinase, die Palmfarnchitinase, wies 

bei der Untersuchung der Hydrolyse von (GlcNAc)6 eine spezifische Aktivität bei 20 °C von 8,3 min-1 auf. 

Diese liegt wiederum (ähnlich wie bei Lysozym) um das 15-fache unter der bei 40 °C mittels UV-

Detektion bestimmten Aktivität (20). Bei dieser Chitinase wurden bevorzugt zwei (GlcNAc)3-Moleküle 

gebildet (60 %), (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 entstanden in geringerer Konzentration (40 %) (Abb. 41 a). Im 

Gegensatz dazu erfolgte die hydrolytische Spaltung des (GlcNAc)5-Substrats, wie bei der 

Gerstenkornchitinase, ausschließlich in (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 (Abb. 41 b). Eine enzymatische 
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Spaltung des (GlcNAc)4-Zuckers fand bei dieser Chitinase unter den hier angewandten Bedingungen und 

trotz erhöhter Enzymkonzentration ebenfalls nur sehr langsam statt. Es zeigte sich, dass die Spaltung des 

(GlcNAc)4 im Gegensatz zur Lysozym-katalysierten Hydrolyse vorwiegend in zwei (GlcNAc)2-Moleküle 

erfolgte (Abb. 41 c). Anhand dieses Spaltungsmusters wurde deutlich, dass (GlcNAc)4 im aktiven 

Zentrum bevorzugt an die Positionen (-2)(-1)(+1)(+2) bindet, da die Spaltung zwischen (-1) und (+1) 

stattfindet. Die in dieser Arbeit ermittelten Zeitkurven der verschiedenen Substrate (Abb. 41) sind mit den 

bisher detektierten Zeitkurven, welche nach vorausgegangener HPLC-Trennung mittels UV-Detektion 

bestimmt wurden (Abb. 76), nicht vergleichbar (20), da es sich bei der Palmfarnchitinase um ein 

`retaining enzyme´ handelt und es mit der massenspektrometrischen Methode auch hier gelungen war, 

reine Hydrolyseraten ohne Transglykosylierungseinfluss zu messen.  

In Abb. 76 zeigt sich deutlich, dass die bei der spektroskopischen Bestimmung vorliegenden 

Reaktionsbedingungen zur Untersuchung der enzymatischen Hydrolysereaktion der Palmfarnchitinase 

eine Transglykosylierungsreaktion begünstigen. Diese überlagert die eigentliche Hydrolysereaktion und 

verhindert somit die Bestimmung reiner Hydrolyseraten für diese Enzymgruppe. Dass es sich hierbei 

tatsächlich um eine Transglykosylierungsreaktion handelt, wird anhand der gebildeten Produkte deutlich. 

Wäre (GlcNAc)5 durch Hydrolyse des (GlcNAc)6-Substrats entstanden, müssten (GlcNAc) und (GlcNAc)5 

zu gleichen Teilen vorliegen. Es konnte aber kein (GlcNAc) detektiert werden. Des Weiteren müssten 

ebenfalls die beiden Oligosaccharide (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 dieselbe Konzentration aufweisen, aber 

es entstand weitaus mehr (GlcNAc)4 im Vergleich zu (GlcNAc)2. 

 

Abb. 76 Mittels UV-Detektion erhaltene Zeitkurven der Palmfarnchitinase-katalysierten Hydrolyse der Substrate 
(GlcNAc)6, (GlcNAc)5 und (GlcNAc)4. Mit freundlicher Genehmigung von Tamo Fukamizo (20). 

Das gleiche Bild ergibt sich auch beim Betrachten der (GlcNAc)5- und (GlcNAc)4-Hydrolyse. So entsteht 

bei der Spaltung des (GlcNAc)5-Saccharids das Produkt (GlcNAc)4 und bei der Hydrolyse des (GlcNAc)4-

Saccharids das Produkt (GlcNAc)3, aber in beiden Fällen konnte wiederum kein (GlcNAc) detektiert 
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werden. Demnach ist es mit der spektroskopischen Detektionsmethode nicht möglich, für die Gruppe der 

`retaining enzymes´ reine Hydrolyseraten zu bestimmen. 

5.2.2.4 Palmfarnchitinase: Mutanten W197A und F166A 

Im Falle der Palmfarnchitinase standen ebenfalls Mutanten zur Verfügung, welche auf ihre 

Hydrolyseaktivität im Vergleich zum Wildtyp untersucht wurden. Im Gegensatz zur Gerstenkornchitinase 

wurde bei den Mutanten der Palmfarnchitinase, W197A und F166A, keine katalytisch aktive Aminosäure 

ausgetauscht, sondern jeweils eine aromatische Aminosäure (Tryptophan bzw. Phenylalanin) zu Alanin 

mutiert, was zu einer erschwerten Bindung des Substrats im aktiven Zentrum führen soll (20). Mit Hilfe 

der erhaltenen MS-Spektren konnten die untersuchten Mutanten anhand ihrer molekularen Masse 

identifiziert werden (Abb. 44). Es zeigte sich, dass bei beiden Mutanten die 10-fache Menge an Enzym 

eingesetzt werden musste, um einen ähnlichen Substratabbau wie beim Wildtyp zu erhalten. Beide 

Mutanten wiesen bei der Hydrolyse des (GlcNAc)6-Substrats eine spezifische Aktivität von 0,5 min-1 auf, 

dies entspricht im Vergleich zum Wildtyp einer relativen Abbaurate von 6 %. Somit führten beide 

Mutationen zu einer Herabsetzung der Hydrolyseaktivität. Die ermittelten relativen Abbauraten der 

beiden Mutanten (6 %) stimmen sehr gut mit den mittels UV-Detektion bestimmten relativen Abbauraten 

(~ 9 %) überein (20). Das Spaltungsmuster der beiden Mutanten blieb im Vergleich zum Wildtyp 

annähernd erhalten. Bei der Mutante W197A wurde im Vergleich zum Wildtyp (40 %) (Abb. 41 a) 

verstärkt (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 gebildet (50 %) (Abb. 43 a), im Gegensatz dazu zeigte die Mutante 

F166A eine etwas geringere Bildung an (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 (35 %) (Abb. 43 b). Die Hydrolyse-

geschwindigkeit nahm, wie es zuvor auch bei der Untersuchung des Wildtyps festgestellt wurde, bei 

beiden Mutanten hinsichtlich kürzerkettiger Oligosaccharide ab. (GlcNAc)5 wurde von beiden Enzymen 

ausschließlich in (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 gespaltet (Abb. 43 c und d), (GlcNAc)4 in zwei (GlcNAc)2-

Moleküle (Abb. 43 e und f)). Dies entspricht ebenfalls dem Spaltungsmuster des Wildtyps. Demnach 

führt die Mutation einer aromatischen Aminosäure, welche im aktiven Zentrum an der Substratbindung 

beteiligt ist, zu einer verminderten Hydrolyseaktivität, sie beeinträchtigt aber im Wesentlichen nicht die 

bevorzugten Bindungspositionen des eingesetzten Substrats. 

 

5.2.3 Massenspektrometrische Untersuchung Chitin-spaltender Glykosidasen 

Es konnte gezeigt werden, dass es mit der massenspektrometrischen Methode möglich war, erstmals für 

die Gruppe der `retaining enzymes´ reine Hydrolyseraten zu detektieren. Betrachtet man die vorliegenden 

Reaktionsmechanismen der `inverting enzymes´ und der `retaining enzymes´, dann wird deutlich, dass 

dies auf die niedrige Substratkonzentration zurückgeführt werden kann, welche aufgrund der hohen 

Sensitivität und somit niedrigen Nachweisgrenze des Massenspektrometers eingesetzt wurde. 
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In Abb. 77 sind die katalytischen Mechanismen am Beispiel der Gerstenkornchitinase (Abb. 77 a), die zu 

den `inverting enzymes´ zählt, und am Beispiel des Lysozyms (Abb. 77 b), welches zu den `retaining 

enzymes´ gehört, dargestellt. Anhand der vorliegenden Reaktionsmechanismen wird deutlich, dass die 

enzymatische Reaktion, welche von einem `inverting enzyme´ katalysiert wird, von der 

Substratkonzentration unbeeinflusst ist, da sich das zur Hydrolyse benötigte Wasser zeitgleich mit dem zu 

spaltenden Zucker im aktiven Zentrum befindet. Somit ist eine Transglykosylierungsreaktion, bei der an 

die Stelle des Wassers ein weiterer Zucker tritt, aus sterischen Gründen nicht möglich. Das zum Zeitpunkt 

der glykosidischen Spaltung bereits im aktiven Zentrum positionierte Wasser kann aufgrund seiner 

Orientierung das entstandene Zuckerfragment nur von der α-Seite angreifen, weshalb die gebildeten 

Produkte in der α-Form vorliegen. 

Betrachtet man nun den in Abb. 77 b dargstellten Reaktionsmechanismus eines `retaining enzymes´, dann 

wird deutlich, dass während dieser Hydrolyse das nach Spaltung der glykosidischen Bindung entstandene 

Produkt zuerst das aktive Zentrum verlassen muss, bevor das zur Hydrolyse benötigte Wasser dorthin 

diffundieren kann, um die Hydrolyse zu beenden. Ist die Substratkonzentration in Lösung sehr hoch, dann 

kann an dieser Stelle anstatt der Wasser- eine Zuckerdiffusion ins aktive Zentrum erfolgen, was zu einem 

Transglykosylierungsprodukt führen würde. Da das Wasser an die Stelle des zuvor aus dem aktiven 

Zentrum diffundierten Produkts tritt, ist es in der Lage, das noch gebundene Zuckerfragment von der  

β-Seite anzugreifen, weshalb die gebildeten Produkte in der β-Form vorliegen. 

Anhand der hier beschriebenen Reaktionsmechanismen kann die Annahme getroffen werden, dass die bei 

den `retaining enzymes´ beobachtete Transglykosylierungsreaktion beim Einsatz spektroskopischer 

Detektionsmethoden auf die hohe Substratkonzentration zurückgeführt werden kann (108, 111). Der 

mittels MS bestimmte enzymatische Reaktionsverlauf, welcher für beide Enzymgruppen reine 

Hydrolyseraten aufweist, scheint dem natürlichen Verhalten der Enzyme zu entsprechen. Denn in der 

Natur stellt die Transglykosylierungsreaktion eine thermodynamisch ungünstige Reaktionsform dar, da 

sie ein energieverbrauchender Prozess ist (90). Des Weiteren spiegelt das Enzym-Substrat-Verhältnis, 

welches bei der massenspektrometrischen Methode aufgrund der erniedrigten Substratkonzentrationen 

vorliegt, die natürlichen Bedingungen besser wider, da in vivo im Verhältnis höhere Enzym-

konzentrationen vorliegen als dies in den meisten angewandten in vitro-Assays der Fall ist (112-114). 
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Abb. 77 Vergleich der Reaktionsmechanismen eines `inverting enzymes´ und eines `retaining enzymes´.  
a) katalytischer Mechanismus der Gerstenkornchitinase (= `inverting enzymes´), b) katalytischer Mechanismus des 
Lysozyms (= `retaining enzymes´). Abbildung verändert nach (9). 
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5.2.4 Chitosanasen 

Zusätzlich zu Lysozym und den beiden Chitinasen wurden zwei Chitosanasen, die Endo-Chitosanase aus 

Streptomyces sp. N174 und die Exo-Chitosanase aus Amycolatopsis orientalis, bezüglich ihrer Aktivität 

und Abbauwege untersucht, da es sich hier ebenfalls um ein `inverting enzyme´ (Endo-Chitosanase) (24) 

und ein `retaining enzyme´ (Exo-Chitosanase) (29) handelt. Die Chitosanasen unterscheiden sich 

hinsichtlich ihres spezifischen Substrats von den Chitinasen, da sie nur die nicht-acetylierten 

Oligosaccharide des Chitosans (GlcN)n hydrolysieren können. Die in dieser Arbeit eingesetzten 

Chitosanasen besitzen zwei unterschiedliche Hydrolysemechanismen. Die Endo-Chitosanase weist ein 

sehr ähnliches aktives Zentrum und ein vergleichbares Spaltungsmuster wie die Gerstenkornchitinase auf 

(26). Die Exo-Chitosanase besitzt ebenfalls sechs Substratbindungsstellen (-2)(-1)(+1)(+2)(+3)(+4), sie 

weist allerdings einen abweichenden Mechanismus auf, da sie das jeweils eingesetzte Substrat vom nicht-

reduzierenden Ende her abspaltet und demnach bei jedem Hydrolysezyklus ein (GlcN)-Molekül und das 

entsprechend verkürzte Oligosaccharid bildet (29).  

5.2.4.1 Endo-Chitosanase: Wildtyp 

Die Endo-Chitosanase besitzt sechs Substratbindungsstellen, welche mit der Nomenklatur  

(-3)(-2)(-1)(+1)(+2)(+3) versehen sind (Abb. 78) (26).  

 

Abb. 78 Substratbindungsstellen und Spaltungsposition im aktiven Zentrum der Endo-Chitosanase. 

Die Spaltung erfolgt zwischen den Positionen (-1) und (+1), daher wurde das (GlcN)6-Substrat 

vorwiegend in zwei (GlcN)3-Moleküle gespaltet (80 %) (Abb. 46 a). In geringer Konzentration wurden 

aber auch (GlcN)2 und (GlcN)4 gebildet (20 %). Letzteres wurde sofort nach dem Abbau des (GlcN)6-

Substrats vollständig hydrolysiert. (GlcN)5 wurde vorwiegend in (GlcN)2 und (GlcN)3 gespaltet  

(Abb. 46 b), (GlcN)4 in zwei (GlcN)2-Moleküle (Abb. 46 c). (GlcN)3 wurde von der Endo-Chitosanase 

unter den angewandten Bedingungen nicht abgebaut (Abb. 46 d) (78). Diese Ergebnisse stimmen mit den 

Daten, welche mit Hilfe der refraktometrischen Detektion ermittelt wurden, überein, da es sich bei diesem 

Enzym um ein `inverting enzyme´ handelt, welches neben der Hydrolysereaktion keine 

Transglykosylierungsreaktion katalysiert (24). Abb. 79 zeigt dies am Beispiel der Hydrolyse des (GlcN)6-

Substrats, katalysiert durch die Endo-Chitosanase (26). Der (GlcN)6-Abbhau erfolgte auch hier bevorzugt 

in zwei (GlcN)3-Moleküle. Des Weiteren konnte ebenfalls nach Beendigung der (GlcN)6-Hydrolyse eine 
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Abnahme des gebildeten (GlcN)4-Produkts beobachtet werden, welche allerdings im Vergleich zu den 

massenspektrometrischen Messungen deutlich langsamer verlief. 

 

Abb. 79 Mittels refraktometrischer Detektion erhaltene Zeitkurven der Endo-Chitosanase-katalysierten Hydrolyse des 
(GlcN)6-Oligosaccharids. Abbildung entnommen aus (26). 

Die refraktometrisch ermittelten Ergebnisse hinsichtlich der Spaltungsmuster für die kürzerkettigen 

Oligosaccharide (GlcN)5 und (GlcN)4 stimmen ebenfalls mit den massenspektrometrisch bestimmten 

Daten überein (24). Dies verdeutlicht erneut die Genauigkeit der massenspektrometrischen Methode 

hinsichtlich der Bestimmung enzymatischer Hydrolysereaktionen.  

Das Spaltungsmuster der Endo-Chitosanase ist somit dem der untersuchten Chitinasen sehr ähnlich. Die 

Hydrolysegeschwindigkeit nimmt allerdings bezüglich kürzerkettiger Oligosaccharide nicht so stark ab 

wie dies bei den Chitinasen und Lysozym beobachtet werden konnte, vor allem (GlcN)4 wird von der 

Endo-Chitosanase sehr schnell hydrolysiert.  

5.2.4.2 Endo-Chitosanase: Mutanten D201A, D40G, D40G/T45D und T45E 

Im Falle der Endo-Chitosanase standen verschiedene Mutanten (D201A, D40G, D40G/T45D und T45E) 

zur Verfügung, welche im Hinblick auf ihre Aktivität und ihr Spaltungsmuster untersucht werden sollten. 

Je nach mutierter Aminosäure lagen sehr unterschiedliche Aktivitäten der einzelnen Enzym-Mutanten vor. 

Die spezifische Aktivität des Wildtyps hinsichtlich des (GlcN)6-Substrats betrug (670 ± 35) min-1 bei 

20 °C. Mittels Refraktometrie wurde eine spezifische Aktivität von 2898 min-1 bei 40 °C für die Endo-

Chitosanase gemessen (101), demnach wurde massenspektrometrisch eine um das 4-fache niedrigere 

Aktivität bestimmt, was sich wiederum anhand der unterschiedlichen Reaktionstemperaturen, welche sich 

um 20 °C unterscheiden, erklären lässt (RGT-Regel). 

Die Mutation der Asparaginsäure201 zu Alanin (D201A-Mutante) beeinträchtigt die Enzymaktivität nur 

im geringeren Ausmaß. Für die D201A-Mutante wurde eine spezifische Aktivität von (186 ± 6) min-1 bei 

20 °C ermittelt. Dies entspricht im Vergleich zum Wildtyp einer relativen Abbaurate von 27,8 %. Diese 
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Mutante besaß demnach trotz Mutation noch eine sehr hohe Aktivität gegenüber dem (GlcN)6-Substrat. 

Das aktive Zentrum der Endo-Chitosanase besteht aus zwei unabhängigen Substratbindungsstellen, einer 

hochaffinen und einer niederaffinen. Die Aminosäure Asparaginsäure201 ist bei der Substratbindung an 

der niederaffinen Bindungsstelle beteiligt. Mutationen von Aminosäuren, welche an der niederaffinen 

Seite positioniert sind, wirken sich nicht so stark auf die Enzymaktivität aus (115).  

Bei der Mutation der Aminosäure Asparaginsäure40 zu Glycin (D40G-Mutante) handelt es sich um die 

Mutation einer katalytischen Aminosäure. Diese fungiert während der enzymatischen Hydrolyse als Base 

(25). Dieses Enzym wies mit einer ermittelten spezifischen Aktivität von (4,0 ± 0,2) min-1 noch eine 

relative Abbaurate von 0,6 % auf. Die Mutation einer katalytischen Aminosäure führt im Regelfall zur 

vollständigen Inaktivierung des Enzyms. Die D40G-Mutante stellt somit einen Spezialfall dar, denn in 

ihrem Fall ist es möglich, dass eine andere Aminosäure im aktiven Zentrum günstig positioniert werden 

kann und somit als katalytische Base fungiert. Hierfür käme die Aminosäure Glutaminsäure36 infrage, da 

ihre Seitenkette zum aktiven Zentrum hin ausgerichtet ist (Abb. 80). 

 

Abb. 80 Aktives Zentrum der Endo-Chitosanase. Abbildung entnommen aus (116). 

Im Wildtyp spielt Glutaminsäure36 nur eine untergeordnete Rolle. Eine Mutation dieser Aminosäure zu 

Asparaginsäure, Glutamin oder Alanin hatte nur geringe Auswirkungen auf die Hydrolyseaktivität (101, 

116). Die Vermutung, dass Glutaminsäure36 die Funktion der katalytischen Base übernimmt, konnte mit 

Hilfe einer weiteren Mutation der D40G-Mutante zur Doppelmutante D40G/E36A bestätigt werden, da 

diese Mutation die Aktivität nochmals um das 18-fache herabsetzte (116). 

Eine Mutation der Aminosäure Threonin45 zu Glutaminsäure bewirkte bei den untersuchten Mutanten die 

stärkste Inaktivierung der Endo-Chitosanase. Die relative Abbaurate betrug mit einer ermittelten 

spezifischen Aktivität von (0,12 ± 0,1) min-1 nur noch 0,02 %. In einigen `inverting enzymes´ findet man 

im aktiven Zentrum in der Nähe der katalytischen Base häufig Aminosäurereste, welche in ihrer 
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Seitenkette Hydroxylgruppen aufweisen. Man vermutet, dass diese Hydroxylgruppen der Orientierung 

des nukleophilen Wassermoleküls, welches zur Hydrolyse benötigt wird, dienen. Es wird mit Hilfe dieser 

Aminosäuren in eine optimale Position für die Katalyse gebracht. Threonin45 scheint ein möglicher 

Kandidat für diese Aufgabe während der Hydrolyse zu sein, zumal es sich um eine Aminosäure handelt, 

welche in der Familie 46 der Glykosidasen, zu denen die Endo-Chitosanase zählt, in den meisten 

Enzymen konserviert ist. In manchen Fällen befindet sich an der Stelle des Threonins ein Serin, welches 

ebenfalls eine Hydroxygruppe besitzt und somit auch befähigt ist, das Wassermolekül für die Katalyse zu 

positionieren (116). 

Neben den Mutanten, bei denen ausschließlich eine Aminosäure mutiert vorlag, wurde mit der 

massenspektrometrischen Methode auch die Doppelmutante D40G/T45D hinsichtlich ihrer 

Hydrolyseaktivität untersucht. Die Aktivität der D40G-Mutante wurde durch die zusätzliche Mutation des 

Threonins45 zu Asparaginsäure auf (0,83 ± 0,04) min-1 herabgesetzt. Dies entspricht einer relativen 

Abbaurate von 0,12 % im Vergleich zum Wildtyp. Dies zeigt, dass Threonin selbst bei einer Mutante mit 

stark herabgesetzter Aktivität noch einen Einfluss auf die Hydrolysegeschwindigkeit hat (116). 

Bei allen Endo-Chitosanasemutanten erfolgte die Spaltung des (GlcN)6-Substrats (Abb. 48) nach dem 

gleichen Muster wie beim Wildtyp (Abb. 46 a). Demnach wurde die Bindung des Substrats im aktiven 

Zentrum durch die verschiedenen Mutationen nicht beeinflusst. 

5.2.4.3 Vergleich der spezifischen Aktivitäten der Endo-Chitosanasen 

Die mittels MS erhaltenen relativen Abbauraten wurden im Anschluss mit Daten aus der Literatur 

verglichen. In Tabelle 14 sind die massenspektrometrisch ermittelten spezifischen Aktivitäten und die 

daraus berechneten relativen Abbauraten im Vergleich zum Wildtyp nochmals aufgelistet. 

Gegenübergestellt sind die mittels refraktometrischer Detektion erhaltenen Abbauraten. Die Ergebnisse 

verdeutlichen, dass bei der massenspektrometrischen Methode eine Abnahme der Hydrolyseaktivität 

hinsichtlich kürzerkettiger Oligosaccharide nicht so stark ausgeprägt ist, als dies bei den refraktometrisch 

ermittelten Daten der Fall ist. Dies wird auch beim Betrachten der Zeitkurven der (GlcN)6-Hydrolyse 

deutlich, da bei der massenspektrometrischen Methode nach der Spaltung des (GlcN)6-Substrats ein sehr 

rascher Abbau des (GlcN)4-Zuckers erfolgte. Bei der Bestimmung der relativen Abbauraten der 

untersuchten Mutanten weisen beide Methoden vergleichbare Ergebnisse auf. Es zeigt sich in beiden 

Fällen eine Abnahme der spezifischen Aktivität hinsichtlich der Mutation von D201A > D40G > 

D40G/T45D > T45E.  

Demnach liefert die massenspektrometrische Methode im Vergleich zu den spektroskopischen 

Bestimmungsmethoden ebenfalls akkurate quantitative Daten und kann zur Unterscheidung und 

Beurteilung spezifischer Aktivitäten verschiedener Enzyme eingesetzt werden. 
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Tabelle 14 Vergleich der massenspektrometrisch und refraktometrisch ermittelten relativen Abbauraten der Endo-
Chitosanase-katalysierten Reaktionen. 

Enzym spezifische Aktivitäta 

(MS) 

relative Abbaurateb 

(MS) 

relative Abbauratec 

(Refraktometrie) 

Wildtyp    (GlcN)6: (670 ± 35) min-1 100 % 100 %c1 

    (GlcN)5: (590 ± 35) min-1 88,1 % 41,3 %c1 

    (GlcN)4: (200 ± 8) min-1 29,9 % 3,0 %c1 

D201A    (GlcN)6: (186 ± 6) min-1 27,8 % 38,5 %c2 

D40G    (GlcN)6: (4,0 ± 0,2) min-1 0,60 % 3,0 %c3 

D40G/T45D    (GlcN)6: (0,83 ± 0,04) min-1 0,12 % 0,1 %c3 

T45E    (GlcN)6: (0,12 ± 0,01) min-1 0,02 % 0,02 %c3 
a Die spezifische Aktivität wurde aus den massenspektrometrisch ermittelten Abbaukurven berechnet.  
b Die relative Abbaurate wurde anhand der spezifischen Aktivität berechnet, wobei die ermittelte spezifische Aktivität 
des Wildtyps für die (GlcN)6-Hydrolyse auf 100 % gesetzt wurde. 
c Die relative Abbaurate wurde mittels Refraktometrie bestimmt und wurde folgender Literatur entnommen: 
c1 Fukamizo et al. 1995 (24), c2 Katsumi et al. 2005 (115), c3

 Lacombe-Harvey et al. 2008 (116) 

5.2.4.4 Exo-Chitosanase 

Bei der hier untersuchten Exo-Chitosanase handelt es sich um ein `retaining enzyme´. Diese Chitosanase 

weist im Vergleich zu den anderen untersuchten Enzymen einen unterschiedlichen 

Spaltungsmechanismus auf, da sie das jeweils eingesetzte Substrat vom nicht-reduzierenden Ende her um 

je eine (GlcN)-Einheit verkürzt (29). Entsprechend der definierten Substratbindungsstellen (-2) ~ (+4) 

(Abb. 81) müsste das Substrat (GlcN)6 aufgrund der Spaltung zwischen den Positionen (-1) und (+1) in 

(GlcN)2 und (GlcN)4 gespaltet werden. Die massenspektrometrischen Ergebnisse zeigen, dass dies nicht 

der Fall ist. Denn auch während des 1. Hydrolysezyklus der (GlcN)6-Spaltung wurden ein (GlcN)-

Molekül und das um diese Einheit verkürzte (GlcN)5-Oligosaccharid gebildet (Abb. 50 a). Demnach 

bindet das Hexasaccharid an die Positionen (-1) ~ (+5) und somit erfolgte keine Bindung des Substrats an 

die Bindungsposition (-2).  

 
Abb. 81 Substratbindungsstellen und Spaltungsposition im aktiven Zentrum der Exo-Chitosanase. 
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Das durch diese Spaltung entstandene (GlcN)5 wurde anschließend in die Produkte (GlcN) und (GlcN)4 

hydrolysiert. (GlcN)4 wurde daraufhin in (GlcN) und (GlcN)3 gespaltet usw. (78). 

Des Weiteren konnte anhand der analysierten Zeitkurven festgestellt werden, dass das um eine (GlcN)-

Einheit verkürzte Oligosaccharid zunächst das aktive Zentrum verlässt, um im Anschluss wieder erneut 

als Substrat um die Bindungsstellen zu konkurrieren. Dies wird durch den vorliegenden Kurvenverlauf 

des eingesetzten Substrats und der gebildeten Produkte deutlich. Würde das Substrat bis zu seiner 

vollständigen Spaltung im aktiven Zentrum verbleiben, müsste die Abnahme linear verlaufen. Dies ist in 

Abb. 82 am Beispiel des (GlcN)6-Substrats theoretisch dargestellt. Des Weiteren könnte keine Zunahme 

der kürzerkettigen Oligosaccharide detektiert werden, da diese sofort nach Entstehen weiter hydrolysiert 

werden würden. 

 

Abb. 82 Theoretischer Verlauf der Zeitkurven der Exo-Chitosanase-katalysierten Hydrolyse des (GlcN)6 bei Verbleib 
des Substrats bis zum vollständigen Abbau im aktiven Zentrum. 

Da die massenspektrometrisch erhaltenen Zeitkurven aus Abb. 50 dem theoretischen Verlauf in Abb. 82 

nicht entsprechen, kann die Annahme getroffen werden, dass das verkürzte Substrat zunächst das aktive 

Zentrum verlässt, um dann wieder mit den anderen frei in Lösung vorliegenden Substraten um das 

Bindungszentrum zu konkurrieren. Bei der Hydrolyse des (GlcN)3-Substrats zeigt sich eine fast lineare 

Abnahme (Abb. 50 d), da das gebildete (GlcN)2 nur sehr schlecht mit dem aktiven Zentrum wechselwirkt 

und daher kaum mit (GlcN)3 konkurriert. 

Bisher wurden die Zeitkurven der von der Exo-Chitosanase katalysierten Oligosaccharid-Hydrolyse mit 

Hilfe der refraktometrischen Detektion bestimmt (29). Zu diesem Zweck mussten die einzelnen Zucker 

nach Abstoppen der Reaktion vor der eigentlichen Detektion mittels HPLC aufgetrennt werden. Aufgrund 

des Spaltungsmusters der Exo-Chitosanase und der bei der spektroskopischen Methode auftretenden 

Transglykosylierungsreaktion lag ein sehr komplexes Substrat-Produkt-Gemisch vor. Eine gute 

Auftrennung der einzelnen Zucker war nur bis zum (GlcN)4-Substrat möglich. Beim Einsatz 

längerkettiger Oligosaccharide, wie (GlcN)5 und (GlcN)6, konnte keine ausreichende chromatographische 

Trennung erzielt werden. Die mittels refraktometrischer Detektion erhaltenen Zeitkurven der (GlcN)4- 
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und (GlcN)3-Hydrolyse sind in Abb. 83 dargestellt. Die Kurven weisen signifikante Trans-

glykosylierungsprodukte auf. Beim Einsatz des (GlcN)4-Substrats entstanden durch Transglykosylierung 

die längerkettigen Zucker (GlcN)5 und (GlcN)6. Bei der Hydrolyse des (GlcN)3-Substrats wurden die 

Transglykosylierungsprodukte (GlcN)4 und (GlcN)5 gebildet. Somit konnten mit der refraktometrischen 

Detektion keine reinen Hydrolyseraten für die Exo-Chitosanase-katalysierte Spaltung der Chitosan-

Oligosaccharide ermittelt werden. Des Weiteren war die Untersuchung dieser enzymatischen Reaktion 

aufgrund der im Vorfeld benötigten chromatographischen Trennung stark limitiert. 

 

Abb. 83 Mittels refraktometrischer Detektion erhaltene Zeitkurven der Exo-Chitosanase-katalysierten Hydrolyse der 
Substrate (GlcN)4 und (GlcN)3. Mit freundlicher Genehmigung von Tamo Fukamizo (29).  

Es gelang mit Hilfe der massenspektrometrischen Methode zum ersten Mal nicht nur reine 

Hydrolysedaten für den Abbau des (GlcN)4-Zuckers zu bestimmen (Abb. 50 c), sondern auch die 

Spaltung der längerkettigen Oligosaccharide (GlcN)5 und (GlcN)6 zu detektieren (Abb. 50 a und b). Da 

bei der massenspektrometrischen  Methode die Bestimmung der einzelnen Assaykomponenten simultan 

anhand ihrer m/z-Werte erfolgt, ist keine chromatographische Auftrennung, welche bei der 

spektroskopischen Detektion als limitierender Faktor vorlag, im Vorfeld notwendig. 

5.2.4.5 Vergleich der spezifischen Aktivitäten der Exo-Chitosanase 

Wie bereits in Tabelle 8 dargestellt, weist die Exo-Chitosanase gegenüber den Substraten (GlcN)4, 

(GlcN)5 und (GlcN)6 die gleiche relative spezifische Aktivität auf, sofern die benötigten Hydrolysezyklen 

zum vollständigen Abbau der Substrate berücksichtigt werden. Des Weiteren sollte dies anhand des 

gebildeten Zwischenprodukts (GlcN)3 belegt werden (Abb. 51). Da die Exo-Chitosanase aufgrund ihres 

Mechanismus je nach eingesetztem Substrat verschiedene Zwischenprodukte bildet, wurde dieser 

Umstand herangezogen, um die einzelnen Hydrolysezyklen zu betrachten. Als Ausgangssubstrate dienten 
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(GlcN)4, (GlcN)5 und (GlcN)6. Alle drei bilden bei ihrer Spaltung früher oder später das Zwischenprodukt 

(GlcN)3 aus. Dessen zeitlicher Verlauf wurde bei den einzelnen Substraten bei unterschiedlichen 

Ausgangskonzentrationen bestimmt. Es zeigte sich anhand der ermittelten (GlcN)3-Maxima, dass die 

Hydrolyseaktivität hinsichtlich der einzelnen Substrate gleich war. Beim Einsatz von 6,25 µM (GlcN)4 

wurde das (GlcN)3-Maximum nach 4 min erreicht (Abb. 51 a). Diese Zeit verdoppelte sich auf 8 min 

beim Einsatz von 6,25 µM (GlcN)5 (Abb. 51 b) und verdreifachte sich auf 12 min bei der Hydrolyse von 

6,25 µM (GlcN)6 (Abb. 51 c). Dies begründet sich darin, dass (GlcN)3 aus (GlcN)4 direkt gebildet wurde 

und bei den längeren Oligosacchariden erst über weitere Zwischenstufen enstand. Des Weiteren zeigte 

sich auch ein zeitlicher Zusammenhang zwischen eingesetzter Substratkonzentration und dem Erreichen 

des (GlcN)3-Maximums. Eine Verdoppelung der Substratkonzentration führte gleichzeitig zu einer 

Verdoppelung der benötigten Zeit bis zum Erreichen des (GlcN)3-Maximums. Somit konnte anhand der 

Betrachtung des gebildeten Zwischenprodukts (GlcN)3 belegt werden, dass die Exo-Chitosanase die 

verschiedenen Substrate mit derselben Geschwindigkeit hydrolysiert. 

 

5.2.5 Massenspektrometrische Untersuchung Chitosan-spaltender Glykosidasen 

Die ermittelten spezifischen Aktivitäten hinsichtlich der verschiedenen Substrate für die Endo-

Chitosanase und die Exo-Chitosanase spiegeln das natürliche Verhalten dieser beiden Enzymgruppen 

wider. Endo-Chitosanasen besitzen in der Natur die Aufgabe, zunächst das Polysaccharid Chitosan zur 

Bekämpfung des Pilzbefalls zu hydrolysieren. Daher weisen sie eine höhere spezifische Aktivität 

gegenüber längerkettigen Zuckern auf. Exo-Chitosanasen haben die Aufgabe, die kürzerkettigen 

Oligosaccharide in die Monosaccharideinheiten (GlcN) zu spalten, wobei sie für jeden Hydrolysezyklus 

die gleiche Aktivität aufweisen (29). 

Auch im Falle der Chitosanasen konnte gezeigt werden, dass es mit der massenspektrometrischen 

Detektionsmethode möglich war, sowohl für Enzyme aus der Gruppe der `inverting enzymes´ (Endo-

Chitosanase) als auch aus der Gruppe der `retaining enzymes´ (Exo-Chitosanase) reine Hydrolyseraten zu 

erhalten (78), welche Aussagen über die spezifische Aktivität und die jeweiligen Abbauwege der 

einzelnen Enzyme zulassen.  

 

5.2.6 Aktivität und Spaltungsmuster der untersuchten Glykosidasen 

Mit Hilfe der massenspektrometrisch ermittelten quantitativen Zeitkurven war es möglich, für die 

einzelnen Glykosidasen sowohl Aussagen im Hinblick auf ihre Hydrolyseaktivität als auch bezüglich 

ihrer bevorzugten Produktbildung zu treffen. Die Ergebnisse für das jeweilige Hexasaccharid sind in 

Tabelle 15 zusammengefasst. Die bei der massenspektrometrischen Untersuchung im Vergleich zu 

spektroskopischen Methoden durchweg niedrigeren Hydrolyseaktivitäten, sind auf die angewandte 
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Reaktionstemperatur zurückzuführen. Diese lag bei allen Bestimmungen bei 20 °C und somit um  

20 °C – 30 °C unter der Optimaltemperatur der einzelnen Enzyme. 

Tabelle 15 Spezifische Aktivität und Produktbildung der katalysierten Hexasaccharid-Hydrolyse 

Glykosidasen Spezifische Aktivität der 
Hexasaccharid-Hydrolyse 

Produktbildung bei der 
Hexasaccharid-Hydrolyse 

Lysozym 0,2 min-1 90 % 4 + 2 

10 % 3 + 3 

Wildtyp-Gerstenkornchitinase 0,8 min-1 50 % 4 + 2 

50 % 3 + 3 

E67Q-Gerstenkornchitinase inaktiv inaktiv 

Wildtyp-Palmfarnchitinase 8,3 min-1 40 % 4 + 2 

60 % 3 + 3 

W197A-Palmfarnchitinase 0,5 min-1 50 % 4 + 2 

50 % 3 + 3 

F166A-Palmfarnchitinase 0,5 min-1 35 % 4 + 2 

65 % 3 + 3 

Wildtyp-Endo-Chitosanase* 670 min-1 20 % 4 + 2 

80 % 3 + 3 

Exo-Chitosanase 435 min-1 5 → 4 → 3 → 2 → 1 
*Endo-Chitosanasemutanten sind hier nicht aufgeführt, da keine quantitativen Zeitkurven für diese Enzyme vorlagen. 

Die Ergebnisse zeigen, dass Lysozym bei der massenspektrometrischen Untersuchung die niedrigste 

spezifische Aktivität aufwies. Außerdem erfolgte die Spaltung des Hexasaccharids vorwiegend in 

(GlcNAc)2 und (GlcNAc)4. Die untersuchten Chitinasen und die Endo-Chitosanase wiesen hingegegen 

ein sehr ähnliches Spaltungsmuster auf, was durch eine stark ausgeprägte (GlcNAc)3 bzw. (GlcN)3-

Bildung gekennzeichnet war. Des Weiteren verdeutlichen die ermittelten Daten, dass die beiden 

Chitosanasen im Vergleich zu den Chitin-spaltenden Glykosidasen eine wesentlich höhere spezifische 

Aktivität besaßen. 
 

5.2.7 Substratspezifität der untersuchten Glykosidasen 

Alle in dieser Arbeit untersuchten Glykosidasen wiesen eine hohe Substratspezifität auf. Dies wurde im 

Falle von Lysozym (Abb. 34) und den Chitinasen (Abb. 37, Abb. 42) durch Einsatz des nicht-acetylierten 

und damit unspezifischen (GlcN)6-Oligosaccharids überprüft, für die Chitosanasen wurde im Gegenzug 
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das acetylierte (GlcNAc)6-Oligosaccharid als unspezifisches Substrat eingesetzt (Abb. 47). Bei allen 

Enzymen konnte keine Hydrolyse des unspezifischen Substrats beobachtet werden. Auch bei den 

untersuchten Mutanten blieb die Substratspezifität trotz mutierter Aminosäure erhalten. Dass die nicht 

vorhandene Hydrolyseaktivität gegenüber dem unspezifischen Substrat in den meisten Fällen auf eine 

kaum vorhandene Affinität zum Enzym beruht, wird im nachfolgenden Kapitel anhand der detektierten 

Enzym-Ligand-Komplexe diskutiert. 

 

5.3 Massenspektrometrische Untersuchung der Enzym-Ligand-Komplexe  

Die in dieser Arbeit entwickelte massenspektrometrische Methode lieferte zusätzliche Informationen über 

die Enzymreaktion anhand der Detektion der Enzym-Ligand-Komplexe. Dies wurde genutzt, um sowohl 

Aussagen über Substratspezifitäten zu treffen, als auch Enzym-Ligand Affinitäten in Form von 

Dissoziations- bzw. Assoziationskonstanten zu bestimmen. 

5.3.1 Aussagen über Spezifitäten 

Sowohl bei Lysozym (Abb. 52) und den Chitinasen (Abb. 56) als auch bei der Endo-Chitosanase  

(Abb. 60) konnten anhand der MS-Spektren Aussagen bezüglich der Substratspezifität getroffen werden. 

Lag ein spezifisches Substrat vor, so konnte dies anhand der ausgeprägten Komplexbildung  

(~ 40 % - 80 % Enzym-Substrat-Komplex, siehe Abb. 52 a, 56 a und 60 a) im Vergleich zum 

unspezifischen Substrat (~ 10 % Enzym-Substrat-Komplex, siehe Abb. 52 b, 56 b und c, 60 b) erkannt 

werden. Dies erklärt sich anhand der je nach Substrat vorliegenden Gasphasenaffinität zum aktiven 

Zentrum des Enzyms. Je höher die Affinität, desto stärker ist die Komplexbildung zwischen Enzym und 

Substrat. Die Oligosaccharide (GlcNAc)n des Chitins sind neutrale Moleküle, weshalb sie gut mit den 

ebenfalls neutralen Chitinasen wechselwirken, indem sie über ihre Acetylgruppe Wasserstoffbrücken 

ausbilden. Lysozym liegt im Vergleich zu den Chitinasen eher elektropositiv vor, weshalb es befähigt ist, 

die anionische Peptidoglykanschicht der Bakterienzellwand zu hydrolysieren (25). Lysozym ist aber auch 

in der Lage, die neutralen Oligosaccharide (GlcNAc)n des Chitins spezifisch über Wasserstoffbrücken-

bindungen und hydrophobe Wechselwirkungen zu binden (117) und zu hydrolysieren. Die Hydrolyse-

aktivität ist aber im Vergleich zu den Chitinasen herabgesetzt. Im Gegensatz dazu erfolgte sowohl bei 

Lysozym als auch bei den Chitinasen keine spezifische Bindung des kationischen (GlcN)n-Oligo-

saccharids des Chitosans. Diese Zucker werden bevorzugt von den elektronegativ vorliegenden 

Chitosanasen gebunden (25), was am Beispiel der D40G-Endo-Chitosanasemutante gezeigt werden 

konnte. 

Des Weiteren kann die massenspektrometrische Methode zur Charakterisierung von Enzymmutanten 

herangezogen werden. Bei der E67Q-Gerstenkornchitinase konnte trotz gleicher Hydrolyseaktivität von 
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spezifischem und unspezifischem Substrat (Abb. 37) eine hohe Affinität zu (GlcNAc)6 festgestellt werden 

(Abb. 56 a), was für den Erhalt der Substratspezifität spricht (79). Auch die D40G-Endo-Chitosanase-

mutante wies bei verminderter Hydrolyseaktivität eine unveränderte Substratspezifität auf (Abb. 60 a). 

Bei beiden Enzymen wurde eine katalytisch wirksame Aminosäure mutiert, es handelt sich daher um 

katalytische Mutanten. Im Gegensatz dazu besaßen die beiden Palmfarnchitinasemutanten, W197A und 

F166A, nur eine geringe Affinität zu ihrem spezifischen Substrat (Abb. 58), welche sich kaum von der 

des unspezifischen Substrats unterschied (Abb. 59). Dies begründet sich in der vorliegenden Mutation. 

Bei beiden Chitinasen wurde jeweils eine aromatische Aminosäure, welche für die Substratbindung im 

aktiven Zentrum zuständig ist, mutiert. Diese Mutanten werden daher als Bindemutanten bezeichnet. In 

Abb. 84 sind die erhaltenen Ergebnisse hinsichtlich der vorliegenden Aktivität und der auftretenden 

Komplexbildung beim Einsatz des spezifischen Substrats dargestellt.   

 

Abb. 84 Zusammenhang zwischen Aktivität, Mutation und Komplexbildung. 

Demnach weist der Wildtyp eine hohe Aktivität und eine ebenfalls starke Komplexbildung mit seinem 

spezifischen Substrat auf. Erfolgt die Mutation einer katalytischen Aminosäure (katalytische Mutante) 

bleibt die Komplexbildung erhalten, es findet aber keine Spaltung des Substrats statt. Im Gegensatz dazu 

kann bei einer vorliegenden Bindemutante eine Erhöhung der Enzymkonzentration die Hydrolyse des 

Substrats bewirken, die Komplexbildung ist allerdings in diesem Fall sehr gering. Liegt ein Spezialfall 

wie bei der untersuchten katalytischen Mutante D40G-Endo-Chitosanase vor, bei der eine Erhöhung der 

Enzymkonzentration ebenfalls die Spaltung des Substrats ermöglichte (Abb. 48 b), kann anhand der 

starken Komplexbildung (Abb. 60 a) der Beweis geführt werden, dass trotz der auftretenden Aktivität 
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eine katalytische Mutante vorliegt. Folglich können mit Hilfe der massenspektrometrischen Methode 

Aussagen über Gasphasenaffinitäten und Aktivitäten getroffen werden und darüber hinaus kann eine 

Zuordnung der vorliegenden Mutation anhand der Komplexbildung zwischen Enzym und Substrat 

vorgenommen werden. 

5.3.2 Aussagen über Affinitäten 

Die Möglichkeit sowohl das frei in Lösung vorliegende Enzym als auch die gebildeten Enzym-Ligand-

Komplexe in Gasphase zu detektieren, konnte zudem genutzt werden, Dissoziationskonstanten (KD) zu 

bestimmen und somit konkrete Aussagen über vorliegende Affinitäten zu erhalten. Die mit Hilfe der 

massenspektrometrischen Methode in Gasphase bestimmten KD-Werte für Lysozym und (GlcNAc)2 bzw. 

(GlcNAc)3 sind in Tabelle 16 aufgeführt (75, 79). Zum Vergleich sind in Tabelle 16 KD-Werte 

gegenübergestellt, welche mittels UV-Detektion in Lösung bestimmt wurden (76). In beiden Fällen 

besitzt das längerkettige (GlcNAc)3 die größere Affinität zu Lysozym im Vergleich zum kürzeren 

(GlcNAc)2. Des Weiteren verdeutlicht der x-Achsenabschnitt des aufgetragenen Scatchard-Plots  

(Abb. 55), welcher bei beiden Liganden in etwa 1 beträgt, dass hier eine 1:1-Stöchiometrie vorliegt und 

Lysozym demnach eine Bindungsstelle aufweist (79, 81, 82). 

Tabelle 16  Ermittelte KD-Werte für Lysozym beim Einsatz der Oligosaccharide (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3  

                                                         Lysoyzm (MS) a              Lysozym (UV) b          

Oligosaccharid KD
a 

(µM) 

KA
a

 

 (M-1) 

ΔGo a 

(kcal/mol) 

KD
b 

(µM) 

KA
b

 

(M-1) 
ΔGo b 

(kcal/mol) 

(GlcNAc)2 118 ± 3 (8,7 ± 0,2) x 103 -5,3 ± 0,1 180 5,6 x 103 -5,1 

(GlcNAc)3 23,5 ± 0,5 (4,2 ± 0,1) x 104 -6,2 ± 0,1 6,6 1,5 x 105 -7,0 
a in Ammoniumacetat 10 mM pH 5,2 bei 20 °C (MS) (79) 
b 0,1 Ionenstärke pH 5,0  bei 25 °C (UV) (76) 

Die mittels MS erhaltenen KD-Werte zeigen eine gute Übereinstimmung mit den vorliegenden 

Literaturwerten. Dies ist darauf zurückzuführen, dass sich bei Lysozym das aktive Zentrum und somit die 

Bindungsstellen in einem hydrophoben Kanal befinden (110) und somit im Wesentlichen vom 

Lösungsmittel unabhängig sein dürften. Des Weiteren erfolgt die Wechselwirkung zwischen Enzym und 

Substrat in Form von Wasserstoffbrückenbindungen und über hydrophobe Wechselwirkungen mit 

Tryptophanresten (117). Die vorliegenden Wasserstoffbrückenbindungen werden in der Gasphase 

aufgrund des fehlenden Umgebungswassers verstärkt, die hydrophoben unpolaren Wechselwirkungen 

werden hingegen geschwächt (64, 118). Da die Stärke der Wasserstoffbrückenbindungen in Gasphase bei 

weitem überwiegt, findet unter den verwendeten Bedingungen kaum Komplexdissoziation statt. Daher 

spiegeln im Falle des Lysozyms die in Gasphase detektierten Komplexe das Verhalten in Lösung wider. 
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Die massenspektrometrische Methode liefert demnach konkrete Aussagen über vorherrschende 

Affinitäten. 

Des Weiteren wurden Dissoziationskonstanten für die E67Q-Gerstenkornchitinase und verschiedene 

Oligosaccharide bestimmt (79). In diesem Fall konnte auch die Affinität des (GlcNAc)6 zur Chitinase 

untersucht werden, da aufgrund der Mutation keine Hydrolyse des Substrats erfolgte (Abb. 38 a). Die 

ermittelten KD-Werte für die jeweiligen Zucker und die daraus berechneten KA-Werte sind in Tabelle 17 

aufgeführt (79). Des Weiteren sind KD-Werte für den Wildtyp, welche mittels Fluoreszenz-Messungen 

bestimmt wurden, zum Vergleich aufgelistet (18). Betrachtet man die massenspektrometrisch erhaltenen 

KD-Werte, dann zeigt sich, dass die Affinität von kürzerkettigen Zuckern hin zu längerkettigen Zuckern 

bei der E67Q-Mutante nur unwesentlich zunimmt. Dies wird durch die ermittelte freie Bindungsenergie 

bestätigt, da diese unter Berücksichtigung des Messfehlers für alle Liganden gleich ist.  

Tabelle 17  Ermittelte KD-Werte für Chitinase aus dem Gerstenkorn beim Einsatz verschiedener Oligosaccharide 
(GlcNAc)n, n = 2, 3, 4, 6 

                                                  E67Q-Mutante (MS)            Wildtyp (Fluoreszenz)          

Oligosaccharid KD
a 

(µM) 

KA
a

 

 (M-1) 

ΔGo a 

(kcal/mol) 

KD
b 

(µM) 

KA
b

 

(M-1) 

ΔGo b 

(kcal/mol) 

(GlcNAc)2 105 ± 7 (9,5 ± 0,6) x 103 -5,3 ± 0,4 43  2,3 x 104 -6,2 

(GlcNAc)3 93 ± 4 (10,8 ± 0,5) x 103 -5,4 ± 0,2 19  5,3 x 104 -6,7 

(GlcNAc)4 66 ± 4 (15,2 ± 0,9) x 103 -5,6 ± 0,3 6  1,7 x 105 -7,5 

(GlcNAc)6 63 ± 3 (15,9 ± 0,8) x 103 -5,6 ± 0,3 --- --- --- 

a E67Q-Mutante, in 10 mM Ammoniumacetat pH 5,2 (MS) (79) 
b Wildtyp, in 0,1 M Natriumphosphat pH 7,0  (Fluoreszenz) (18) 

Die mittels Fluoreszenz bestimmten Affinitäten der einzelnen Oligosaccharide weisen beim Wildtyp 

deutliche Unterschiede auf. Die Röntgenstrukturanalyse der Chitinase aus dem Gerstenkorn ergab, dass 

das aktive Zentrum des Enzyms, wie bei Lysozym, von einem hydrophoben Kanal gebildet wird und das 

Enzym über Wasserstoffbrückenbindungen mit dem Substrat wechselwirkt (119, 120). Daher sollten die 

ermittelten KD-Werte in Gasphase denen in Lösung entsprechen. Die abweichenden Ergebnisse beruhen 

mutmaßlich auf der vorliegenden Mutation. Der Austausch der Glutaminsäure zu Glutamin bewirkt 

vermutlich eine strukturelle Änderung des aktiven Zentrums, welche zu einer abgeschwächten Affinität 

der längerkettigen Liganden führt. 
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5.4 Massenspektrometrische Untersuchung der Inhibition enzymatischer Reaktionen 

Da sich die Geschwindigkeit der enzymatischen Reaktion anhand der Substratabbaukurve verfolgen ließ, 

sollte die massenspektrometrische Methode ebenfalls zur Untersuchung hemmender Substanzen 

herangezogen werden. Am Beispiel des Lysozyms konnte zunächst gezeigt werden, dass der 

inhibitorische Effekt in Richtung kürzerkettiger Oligosaccharide: (GlcNAc)3 > (GlcNAc)2 > (GlcNAc) 

abnimmt (Abb. 61). Somit korreliert die Affinität, welche für (GlcNAc)3 am höchsten ist, direkt mit der 

hemmenden Wirkung des Liganden. Die Bestimmung relativer IC50-Werte zeigte zudem, dass die 

massenspektrometrische Methode ebenfalls zur Ermittlung von Dosis-Wirkungsbeziehungen 

herangezogen werden konnte.  

Für den Feedback-Inhibitor (GlcNAc)3 wurde eine Konzentration von 144 µM zur halbmaximalen 

Hemmung der Lysozymaktivität bestimmt (Abb. 62). Bei (GlcNAc)3 handelt es sich um einen 

kompetitiven Produkt-Inhibitor, welcher aufgrund der ähnlichen Struktur mit dem Substrat um das aktive 

Zentrum konkurriert. Diese Form der Rückkopplungshemmung wird in der Natur zur Regulation 

enzymatischer Prozesse eingesetzt (1), d.h. liegt in Lösung eine hohe Konzentration an Produkt vor, dann 

erfolgt eine Hemmung der Enzymaktivität durch die verstärkte Bindung des Produkts an das aktive 

Zentrum. Dieses wird bei ansteigender Substratkonzentration wieder verdrängt. Vergleicht man den 

hemmenden Effekt des (GlcNAc)3 auf die Lysozymaktivität (rel. IC50 von 144 µM) (Abb. 62) und die 

Palmfarnchitinaseaktivität (rel. IC50 von 344 µM) (Abb. 67), dann zeigt sich, dass zur halbmaximalen 

Hemmung der Lysozymaktivität eine um den Faktor 2,4 geringere (GlcNAc)3-Konzentration notwendig 

war. Unter Berücksichtung der jeweils eingesetzten Enzymkonzentration erfolgte eine wesentlich stärkere 

Hemmung des Lysozyms durch den kompetitiven Produkt-Inhibitor (GlcNAc)3. 

Bei Allosamidin hingegen liegt ein starker Inhibitor der Chitinasen der Familie 18 vor (102). Dies konnte 

mit dem massenspektrometrisch ermittelten IC50-Wert von 0,57 µM für die Hemmung der 

Palmfarnchitinase bestätigt werden (Abb. 66). Allosamidin hemmt das Hefewachstum, welches während 

der Zellteilungsphase durch eine verstärkte Chitinaseaktivität gefördert wird, durch Inhibition dieser 

Enzyme (121). Chitinasen der Familie 18 zeichnen sich dadurch aus, dass sie im aktiven Zentrum nur 

eine katalytische Aminosäure besitzen. Das Fehlen der zweiten Aminosäure, welche als katalytische Base 

fungieren sollte, führt dazu, dass das zunächst gebildete Oxocarboniumion über die Acetylgruppe unter 

Bildung eines Oxazoliniumions (Abb. 85) stabilisiert wird. Allosamidin weist in seiner Struktur eine 

Oxazolin-Einheit auf (Abb. 85), weshalb eine starke Hemmung dieser Chitinasefamilie möglich ist (9). 

Eine Bestätigung des postulierten Reaktionsmechanismus für die Chitinasen der Familie 18 liefern die 

Ergebnisse beim Einsatz der Gerstenkornchitinase. Dieses Enzym zählt zu den Chitinasen der Familie 19. 

Die Tatsache, dass auch bei sehr hohen Allosamidinkonzentrationen (250 µM) keine Hemmung der 

Enzymaktivität detektiert werden konnte (Abb. 64), unterstützt die Annahme, dass diese beiden 

Chitinasefamilien unterschiedliche Reaktionsmechanismen aufweisen. Die Gerstenkornchitinase besitzt 
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die Möglichkeit, als Übergangsprodukt ein Oxocarboniumion auszubilden (Abb. 85), da dieses durch die 

im aktiven Zentrum vorhandene katalytische Base stabilisiert werden kann (9). Da Allosamidin keine 

strukturelle Ähnlichkeit mit diesem Übergangsprodukt aufweist (Abb. 85), erfolgte auch bei hohen 

Konzentrationen keine Inhibition der Gerstenkornchitinase.  

 

Abb. 85 Darstellung der verschiedenen Übergangsprodukte und der Allosamidinstruktur. Abbildung verändert nach 
(9).  

Um eine bessere Einordnung der massenspektrometrisch erhaltenen rel. IC50-Werte im Vergleich zu 

spektroskopisch ermittelten vornehmen zu können, ist die für die Hemmung der Palmfarnchitinase durch 

Allosamidin ermittelte Inhibitionskurve, welche mit Hilfe der UV-Detektion bestimmt wurde, in Abb. 86 

dargestellt. Der zu untersuchende Assay enthielt 0,44 µM Enzym und 4580 µM des (GlcNAc)6-Substrats. 

Allosamidin wurde in einem Konzentrationsbereich von 0 µM – 280 µM eingesetzt. Es wurde ein IC50-

Wert von 11,4 µM ermittelt. Bei Allosamidin handelt es sich um einen kompetitiven Inhibitor, welcher 

aufgrund seiner strukturellen Ähnlichkeit mit dem gebildeten Übergangsprodukt um das aktive Zentrum 

konkurriert (102). Die benötigte Menge an Inhibitor, um eine halbmaximale Hemmung zu bewirken, ist 

demnach von der vorliegenden Substrat- und Enzymkonzentration abhängig. Die im massen-

spektrometrisch vermessenen Assay eingesetzte Substratkonzentration im Verhältnis zur Enzymmenge ist 

im Vergleich zum klassischen Assay um das 40-fache geringer. Eine niedrigere Substratkonzentration 

bedeutet für den vorliegenden kompetitiven Inhibitor eine herabgesetzte Konkurrenz um das aktive 

Zentrum. Es resultiert demnach bei der Bestimmung des IC50-Wertes mit der massenspektrometrischen 

Methode ein um den Faktor 20 niedrigerer IC50-Wert, welcher aber trotz unterschiedlicher 

Reaktionsbedingungen eine gute Übereinstimmung mit der spektroskopischen Methode zeigt. 
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Abb. 86 Mittels UV-Detektion bestimmte Inhibitionskurve der Inhibition der Palmfarnchitinase durch Allosamidin. Mit 
freundlicher Genehmigung von Tamo Fukamizo. 

Des Weiteren wurden die Bindemutanten, W197A und F166A, der Palmfarnchitinase auf ihre Inhibition 

durch Allosamidin untersucht, um den Einfluss einer vorliegenden Mutation auf den hemmenden Effekt 

eines Inhibitors zu überprüfen (Abb. 68). Die ermittelten rel. IC50-Werte von 0,91 µM für die W197A-

Mutante und von 0,61 µM für die F166A-Mutante zeigten keinen signifikanten Unterschied zum Wildtyp 

(rel. IC50 = 0,57 µM). Da es sich bei Allosamidin um einen kompetitiven Inhibitor handelt, wirkt sich 

neben der Substratkonzentration auch die Enzymkonzentration auf die Bestimmung des IC50-Wertes aus. 

Bei den Palmfarnchitinasemutanten wurde eine 10-fach erhöhte Enzymkonzentration eingesetzt. Hätte die 

Mutation ebenso eine Auswirkung auf die Inhibitorbindung wie auf die Substratbindung, wäre ein bis zu 

10-fach höherer IC50-Wert zu erwarten gewesen. Die ermittelten Ergebnisse lassen darauf schließen, dass 

die Bindung des Allosamidins an das aktive Zentrum durch die Mutation nicht beeinflusst wird. Die 

kinetische Datenanalyse ergab, dass sich beide Mutationen der Palmfarnchitinase auf die 

Substratbindungsstelle (+1) auswirken (Tabelle 12). Daher kann die Annahme getroffen werden, dass 

Allosamidin aufgrund seiner unbeeinflussten Bindung an das aktive Zentrum an die Positionen (-3) ~ (-1) 

bindet (102). 

  

5.5 Kinetische Analyse der Hydrolysezeitkurven 

Die mit Hilfe der massenspektrometrischen Methode bestimmten quantitative Zeitkurven konnten zur 

kinetischen Analyse herangezogen werden (Abbildungen siehe Anhang), um weitere Informationen 

hinsichtlich verschiedener Reaktionsparameter, unter anderem den freien Bindungsenergien der einzelnen 

Substratbindestellen, zu erhalten. Die kinetische Datenanalyse ergab, dass für alle massenspektrometrisch 
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untersuchten Enzyme die gleichen freien Bindungsenergien zur Kalkulation der Zeitkurven herangezogen 

werden konnten, welche auch schon für die in silico-Modellierung der spektroskopisch ermittelten 

Zeitkurven verwendet wurden (10, 20, 26, 29, 89). Dies spricht für eine sehr hohe Genauigkeit der MS-

Daten. Des Weiteren sollte die in silico-Modellierung der experimentellen Zeitkurven einen zusätzlichen 

Hinweis bezüglich der Transglykosylierungsreaktion liefern. 

5.5.1 Geschwindigkeitskonstanten k+1, k-1 und k+2  

Anhand der für die kinetische Analyse zugrunde gelegten Reaktionsmodelle der einzelnen Enzyme stellt 

k+1 die Konstante dar, welche die Geschwindigkeit der Produktbildung aus dem Enzym-Substrat-

Komplex beschreibt (Abb. 87). 

PESESE kK A +⎯→⎯⎯→←+ +1  

Abb. 87 Einfluss der Affinität (KA) und der Geschwindigkeitskonstanten k+1 auf die enzymatische Reaktion.  
E = Enzym, S = Substrat, ES = Enzym-Substrat-Komplex, P = Produkt 

Somit ist diese Geschwindigkeitskonstante von der vorliegenden Komplexbildung abhängig: 

[ ]ESkv ⋅= +1      (6) 

und demnach auch von der Affinität des Liganden zum Enzym (KA). KA fließt bei der vorgenommenen 

Kalkulation allerdings nicht direkt in die Geschwindigkeitskonstante k+1 ein. Dies zeigt sich am Beispiel 

der Exo-Chitosanase. Die kalkulierten k+1-Werte nehmen mit zunehmender Kettenlänge ab (Tabelle 12), 

obwohl experimentell gezeigt wurde, dass die relative spezifische Aktivität bei den einzelnen 

Hydrolysezyklen von der Substratlänge unabhängig ist. Die höheren k+1-Werte der kürzerkettigen 

Substrate werden demnach durch deren geringere Affinität zum aktiven Zentrum kompensiert (29). Im 

Gegensatz dazu beinhaltet die in dieser Arbeit ermittelte relative spezifische Aktivität der Exo-

Chitosanase anhand der Substratabbaukurven beide Reaktionsparameter, KA und k+1. Folglich kann 

anhand der Geschwindigkeitskonstanten k+1 die Produktbildung getrennt von der Substratbindung an das 

aktive Zentrum betrachtet werden. Des Weiteren zeigt sich, dass die spezifische Aktivität durch die 

Bindung des Substrats an das aktive Zentrum reguliert wird und somit von der jeweiligen Substrataffinität 

abhängig ist. 

Am Beispiel des Lysozyms wird anhand der niedrigeren k+1-Werte hinsichtlich kürzerkettiger 

Oligosaccharide deutlich, dass die Hydrolysegeschwindigkeit bei diesem Enzym von der 

Substratkettenlänge abhängig ist und von längeren zu kürzeren Substraten abnimmt. Berücksichtigt man 

zusätzlich die geringere Affinität der kürzerkettigen Substrate zum aktiven Zentrum, dann verstärken  

sich die Unterschiede der einzelnen Hydrolysegeschwindigkeiten beträchtlich. Dies konnte anhand der 

experimentell bestimmten Zeitkurven bestätigt werden. Der Vergleich der ermittelten 
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Geschwindigkeitskonstanten k+1 für die Exo-Chitosanase und Lysozym verdeutlicht die abweichenden 

Reaktionsmechanismen der beiden Enzyme.  

Des Weiteren konnten bei den `retaining enzymes´ trotz der Annahme einer hohen 

Transglykosylierungsreaktion anhand hoher k-1-Werte keine signifikanten Transglykosylierungsprodukte 

in den kalkulierten Daten (Abbildungen siehe Anhang) nachgewiesen werden, was den Schluss zulässt, 

dass diese Reaktion tatsächlich von der Substratkonzentration abhängig ist (79). Die beiden 

Geschwindigkeitskonstanten k-1 und k+2 konnten nicht unabhängig voneinander bestimmt werden, 

weshalb eine der beiden Konstanten vorgegeben und die andere zur Optimierung der Kalkulation variiert 

wurde (93). 

5.5.2 Freie Bindungsenergien der Substratbindungsstellen 

5.5.2.1 Aussagen über die Produktverteilung beim Einsatz des Hexasaccharids 

In Tabelle 18 sind zum Vergleich die in silico ermittelten freien Bindungsenergien ΔG der einzelnen 

Enzyme aufgeführt. Diese können zur Betrachtung der jeweiligen Produktverteilung herangezogen 

werden. Im Falle des Lysozyms wird während der Bindung des Substrats an die äußersten Positionen der 

Substratbindungsstelle (-4) mit einer freien Bindungsenergie von -1,7 kcal/mol und (+2) mit einer freien 

Bindungsenergie von -1,5 kcal/mol viel Energie frei. Aus diesem Grund überwiegt die Bindung an die 

Positionen (-4) ~ (+2) und es besteht kaum die Möglichkeit einer Bildung des (GlcNAc)3-Produkts. Dies 

zeigt sich auch in der experimentell bestimmten Produktverteilung. So entstehen bei der Spaltung des 

(GlcNAc)6-Substrats nur zu 10 % zwei (GlcNAc)3-Moleküle, (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 werden hingegen 

zu 90 % gebildet. 

Da bei der Gerstenkornchitinase an Bindungsposition (-3) bei der Bindung des Substrats keine Energie 

frei wird (ΔG = 0 kcal/mol), ist hier die Wahrscheinlichkeit sehr hoch, dass das Substrat auch an anderer 

Stelle bindet und somit neben der Bildung von zwei (GlcNAc)3-Molekülen auch die Produkte (GlcNAc)2 

und (GlcNAc)4 bei der Spaltung des (GlcNAc)6-Substrats entstehen. Auch dieser Fall konnte anhand der 

experimentellen Daten bestätigt werden, da die Gerstenkornchitinase zu gleichen Teilen (GlcNAc)3 

(50 %) sowie (GlcNAc)2 und (GlcNAc)4 (50 %) bildete. 

Bei der Palmfarnchitinase werden während der Bindung des Substrats an die Bindungsposition (-3)  

-0,3 kcal/mol Energie frei, bei der Endo-Chitosanase sogar -0,7 kcal/mol. Dies spiegelt sich auch in der 

jeweiligen Produktverteilung wider. Die Palmfarnchitinase bildete aufgrund der höheren Affinität zur 

Bindungsstelle (-3) bis zu 60 % (GlcNAc)3, die Endo-Chitosanase sogar bis zu 80 % (GlcN)3. 

Demzufolge reguliert die Bindungsstelle (-4) im aktiven Zentrum des Lysozyms bzw. die Bindungsstelle 

(-3) im aktiven Zentrum der Chitinasen und der Endo-Chitosanase die Produktbildung. Je höher die 
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freiwerdende Energie durch Bindung des Substrats an diese Position ist, desto wahrscheinlicher ist die 

Entstehung der aufgrund der vorliegenden Spaltstelle erwarteten Produkte.  

Tabelle 18 Vergleich der freien Bindungsenergien ΔG an den einzelnen Bindungsstellen der untersuchten Enzyme 

 

 

Die in silico-Datenanalyse demonstriert die Notwendigkeit der hier eingesetzten Chitin- bzw. Chitosan-

Oligosaccharide zur Charakterisierung des aktiven Zentrums. Diese liefern aufgrund ihres bezeichnenden 

Spaltungsmusters konkrete Aussagen über vorliegende Spaltungspositionen und über Affinitäten in 

Bezug auf die einzelnen Bindungsstellen. Beim Einsatz des natürlichen Substrats der Chitinasen 

(= Chitin) bzw. Chitosanasen (= Chitosan) dürfte vor allem die Gesamtaffinität zum aktiven Zentrum eine 

bedeutende Rolle spielen. 

5.5.2.2 Aussagen über die Bindung kürzerkettiger Substrate an das aktive Zentrum  

Die in silico ermittelten freien Bindungsenergien im aktiven Zentrum (Tabelle 18) lassen sich ebenfalls 

dazu heranziehen, eine Vorhersage über die Substratbindung kürzerer Oligosaccharide zu treffen. 

Demnach erfolgt die Bindung der Substrate (GlcNAc)5 und (GlcNAc)4 bei Lysozym aufgrund der 

bestimmten freien Bindungsenergien im `produktiven´ Komplex bevorzugt an die Bindungsstellen  
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(-4) ~ (+1) und (-3) ~ (+1). Dies konnte mit Hilfe der massenspektrometrisch bestimmten Zeitkurven 

anhand der detektierten Produktverteilung bestätigt werden.  

Die quantitativen Zeitkurven zeigten, dass die beiden Chitinasen das Substrat (GlcNAc)5 ausschließlich in 

die Produkte (GlcNAc)2 und (GlcNAc)3 hydrolysieren. Im Umkehrschluss könnte anhand der 

vorliegenden freien Bindungsenergien angenommen werden, dass (GlcNAc)5 bevorzugt an die Positionen 

(-2) ~ (+3) bindet, betrachtet man allerdings zusätzlich die kalkulierten k+1-Werte, dann zeigt sich, dass 

diese bei beiden Chitinasen für die Substrate (GlcNAc)4 und (GlcNAc)5 sehr ähnlich sind, weshalb die 

Bindung des (GlcNAc)5 unter Berücksichtigung der Affinität vermutlich bevorzugt an die 

Bindungsstellen (-3) ~ (+2) erfolgt. Dies konnte im Falle der Gerstenkornchitinase anhand der 

enzymatischen Hydrolyse des pNp-(GlcNAc)5-Substrats bestätigt werden (89). 

Bezüglich der kalkulierten Daten der Endo-Chitosanase wurden keine Vorhersagen bezüglich der 

erhaltenen k+1-Werte und der bevorzugten Substratbindung unternommen, da die in silico-Datenanalyse 

für dieses Enzym nicht zufriedenstellend war (T. Fukamizo, persönliche Mitteilung). 

5.5.2.3 Aussagen über den Einfluss von Mutationen 

Des Weiteren wird anhand der freien Bindungsenergien (Tabelle 18) der Einfluss der Mutation im Falle 

der Bindemutanten der Palmfarnchitinase deutlich. Beide Mutationen, W197A und F166A, führen an 

Position (+1) aufgrund der positiven Bindungsenergie zu einer verschlechterten Bindung des Substrats, da 

in ihrem Fall (im Gegensatz zum Wildtyp) an dieser Stelle zur Bindung des Substrats Energie benötigt 

wird. Dies erklärt auch die ermittelte geringe Komplexbildung zwischen Enzym und spezifischem 

Substrat (siehe Abb. 58). Die jeweilige Mutation übt in beiden Fällen vorwiegend an der Bindungsstelle 

(+1) einen energetischen Einfluss aus. An dieser Position erfolgt die Spaltung des Substrats, die 

Produktverteilung wird durch die Bindungsstelle (-3) reguliert. Daher wird das Spaltungsmuster durch die 

Mutation nicht wesentlich beeinflusst (20). 

5.5.2.4 Aussagen über den Reaktionsmechanismus der Exo-Chitosanase  

Mit Hilfe der experimentell bestimmten Zeitkurven konnte gezeigt werden, dass (GlcN)6 aufgrund seiner 

Produktbildung nicht an die Positionen (-2) ~ (+4) bindet, da die Spaltung im 1. Hydrolysezyklus nicht in 

die Produkte (GlcN)2 und (GlcN)4 erfolgte, sondern ebenfalls ein (GlcN)-Molekül und das entsprechend 

verkürzte (GlcNAc)5-Saccharid entstand. Dieses Verhalten kann anhand der vorliegenden freien 

Bindungsenergie an Position (-2) belegt werden (Tabelle 18). Die Bindung des Substrats an diese 

Substratbindungsstelle, welche eine freie Bindungsenergie von ΔG = +7 kcal/mol aufweist, wäre nur 

durch einen hohen Energieverbrauch möglich, weshalb die Affinität zu dieser Position sehr gering ist und 

es daher zu keiner Bindung kommt. Des Weiteren zeigt die Exo-Chitosanase im Großen und Ganzen 

keine unterschiedliche Hydrolyseaktivität gegenüber den verschiedenen Substraten auf, da die höchste 

Affinität aufgrund der hohen freiwerdenden Energie an den Spaltpositionen (-1) und (+1) vorliegt und 
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daher auch die kürzerkettigen Substrate – mit Ausnahme des (GlcN)2 – mit einer ausreichend hohen 

Affinität an das aktive Zentrum binden. 

5.5.2.5 Aussagen über vorliegende Affinitäten 

Die freien Bindungsenergien (Tabelle 18) liefern ebenfalls Informationen über mögliche Affinitäten zum 

aktiven Zentrum. Experimentell konnte festgestellt werden, dass Lysozym im Vergleich zu den 

Chitinasen durch das Produkt (GlcNAc)3 stärker inhibiert wird. (GlcNAc)3 bindet, basierend auf 

Röntgenstrukturanalysen (7), bei Lysozym an die Positionen (-4) ~ (-2). Betrachtet man die freie 

Bindungsenergie an diesen Positionen, dann zeigt sich durch Addition dieser Energien, dass (GlcNAc)3 

aufgrund der hohen freiwerdenden Energie von -9,7 kcal/mol eine hohe Affinität zu Lysozym aufweist. 

Der in dieser Arbeit ermittelte KD-Wert für (GlcNAc)3 von 24 µM kann ebenfalls herangezogen werden, 

die freiwerdende Bindungsenergie bei der Bindung des (GlcNAc)3 an das aktive Zentrum des Lysozyms 

zu berechnen. Hierbei muss allerdings, um einen Vergleich vornehmen zu können, noch die Änderung der 

freien Energie, welche durch das Lösen der Stoffe zustande kommt, ΔGmix, berücksichtigt werden. 

Demnach lässt sich der ermittelte KD-Wert nach folgender Gleichung in die freie Bindungsenergie ΔG 

umwandeln (90). 

mixGGG Δ−Δ=Δ 0   mit: AKRTG ln0 −=Δ  und 
D

A K
K 1

=   (7)  

     5,55lnRTGmix =Δ  

Mit Hilfe dieser Gleichung wurde für den bestimmten KD-Wert von 24 µM eine freie Energie von  

-8,5 kcal/mol berechnet. Somit unterscheiden sich die beiden ermittelten freien Bindungsenergien um den 

Faktor 1,1. Es liegt demnach eine gute Übereinstimmung zwischen diesen beiden Werten vor.  

Betrachtet man zum Vergleich die beiden Chitinasen, dann erfolgt eine Bindung des (GlcNAc)3, da es 

von beiden Enzymen ebenfalls nicht hydrolysiert wird, entweder an die Bindungsstellen (-3) ~ (-1) oder 

(+1) ~ (+3). Dabei werden Energien zwischen -0,7 kcal/mol und -6,3 kcal/mol frei, welche im Vergleich 

zu -9,7 kcal/mol bei Lysozym wesentlich geringer sind, weshalb hier eine geringere Affinität des 

(GlcNAc)3  zum aktiven Zentrum der beiden Chitinasen vorliegt, die in einer wesentlich schwächeren 

Hemmung dieser Enzyme resultiert. So wurde für die Palmfarnchitinase (rel. IC50 = 344 µM (GlcNAc3)) 

ein um den Faktor 2,5 höherer IC50-Wert für die Inhibition durch (GlcNAc)3 im Vergleich zu Lysozym  

(rel. IC50 = 140 µM (GlcNAc3))  bestimmt. 

Des Weiteren konnte auch für den Produkt-Inhibitor (GlcNAc)2, welcher an die Bindungsstellen (-3) und 

(-2) im aktiven Zentrum des Lysozyms bindet (122-124), eine gute Übereinstimmung der mittels 

kinetischer Datenanalyse und anhand des KD-Wertes ermittelten freien Bindungsenergien festgestellt 

werden. Die kinetische Datenanalyse lieferte durch Addition der Energien der beiden Bindungsstellen 
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eine freie Bindungsenergie von – 8,0 kcal/mol. Mit Hilfe des experimentell bestimmten KD-Wertes 

konnte - nach obiger Gleichung (7) - eine freie Bindungsenergie von -7,6 kcal/mol berechnet werden. 

5.5.2.6 Aussagen über die Position des Übergangszustandes 

Die hohen positiven Werte der freien Bindungsenergien an den Spaltpositionen (-1) der Endo-Enzyme 

spiegeln den an dieser Bindungsstelle vorliegenden Übergangszustand wider. Im Falle des Lysozyms 

kommt es an dieser Stelle zu einer Verformung des Glukopyranoserings, welcher von der üblichen 

Sesselform in die Wannenform übergeht, um eine zu hohe Konzentration an Substrat- und Enzym-

Atomen  an dieser Stelle zu vermeiden. Es ist bisher noch nicht geklärt, inwiefern eine solche 

Konformationsänderung für den katalytischen Mechanismus von Bedeutung ist (9, 125).   

Bei der Gerstenkornchitinase, die zu der Chitinasefamilie 19 zählt, liegen, basierend auf MD-

Simulationen (molecular dynamics simulations), alle Glukopyranoseringe während der Bindung des 

Substrats weiterhin in der Sesselform vor (126). Jedoch führt auch hier die Bildung eines 

Oxocarboniumions zu einer positiven freien Bindungsenergie an Position (-1). Die untersuchte Endo-

Chitosanase aus Streptomyces sp. N174 besitzt eine sehr ähnliche Kristallstruktur wie die 

Gerstenkornchitinase (98) und weist trotz unterschiedlicher Substratspezifität den gleichen katalytischen 

Mechanismus auf (9). Daher ist auch bei diesem Enzym aufgrund des gebildeten Übergangsprodukts  

(= Oxocarboniumion) an Position (-1) ein positiver Wert für ΔG zu verzeichnen.  

Bei der Palmfarnchitinase, die zu der Chitinasefamilie 18 gehört, ist wiederum eine 

Konformationsänderung an Position (-1) für den Ablauf des katalytischen Mechanismus entscheidend 

(127). Hier erfolgt eine Verformung des Glukopyranoserings von der eigentlichen Sesselform in eine 

Bootform bevor es zur Protonierung kommt. Die anschließende Protonierung führt zur Bindungsspaltung 

und schließlich zur Bildung des Oxazoliniumions, das hier als Übergangsprodukt vorliegt. 

2003 wurde erstmals von Tanaka et al. (128) die Struktur einer GlcNase (Exo-Chitosanase) von 

Thermococcus kodakaraensis veröffentlicht. 2006 wurde die abgeleitete Amniosäuresequenz der Exo-

Chitosanase aus Amycolatopsis orientalis publiziert (29). Die Beziehung zwischen Struktur und Funktion 

dieser Enzymgruppe wurde bisher noch nicht aufgeklärt, da die strukturellen Informationen über diese 

Enzyme sehr limitiert sind. 

5.5.3 Zusammenfassung der kinetischen Datenanalyse 

Die kinetische Analyse lieferte Aussagen bezüglich verschiedener Geschwindigkeitskonstanten, welche 

neben der Geschwindigkeit der Produktbildung (k+1 = Spaltung der glykosidischen Bindung,  

k+2 = Hydratisierung durch Wasser) auch die bei den `retaining enzymes´ vorliegende 

Transglykosylierungsreaktion (k-1) beschreiben. Es erwies sich, dass die Geschwindigkeitskonstante k+1 
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bei den untersuchten Enzymen von der Substratkettenlänge abhängig ist. Eine unabhängige Bestimmung 

der beiden Geschwindigkeitskonstanten k-1 und k+2 war nicht möglich. Des Weiteren konnten 

Informationen über die bevorzugte Produktverteilung und vorliegende Affinitäten anhand der kalkulierten 

freien Bindungsenergien der einzelnen Substratbindungsstellen erhalten werden. Diese Ergebnisse 

können zur Vorhersage von Spaltungsmustern und möglichen Feedback-Inhibitoren herangezogen 

werden, was anhand der experimentell ermittelten Affinitäten (KD-Werten) und Inhibitionseffekten belegt 

werden konnte. Des Weiteren konnte mit Hilfe der in silico-Datenanalyse bestätigt werden, dass die 

auftretende Transglykosylierungsreaktion bei den `retaining enzymes´ auf die hohen Substrat-

konzentrationen, welche bei den spektroskopischen Methoden aufgrund der hohen Nachweisgrenzen 

eingesetzt werden müssen, zurückgeführt werden kann. Demnach liegen mit der Kalkulation der 

massenspektrometrisch ermittelten Zeitkurven erstmals reine Hydrolysedaten für die Enzymgruppe der  

`retaining enzymes´ vor. 

 

5.6 Charakterisierung von Enzymen mittels Echtzeit ESI-MS 

Die massenspektrometrische Untersuchung der Glykosidase-katalysierten Hydrolysereaktionen 

veranschaulicht die vielfältigen Möglichkeiten, die diese sensitive und selektive Detektionsmethode zur 

Charakterisierung von Enzymen bietet. Die kontinuierliche und simultane Detektion der einzelnen 

Substanzen lieferte nicht nur Aussagen über den Substratabbau und die Produktzunahme, sondern auch 

Informationen über vorherrschende Spezifitäten, Affinitäten und hemmende Effekte verschiedener 

Liganden. Einen wichtigen Beitrag zur Enzymcharakterisierung leisteten außerdem die mit Hilfe der  

in silico-Datenanalyse bestimmten Reaktionsparameter, welche eine Vorhersage der Spaltungsmuster und 

Affinitäten erlaubten. Damit die massenspektrometrische Methode umfassend als Detektionsmethode zur 

Untersuchung enzymatischer Reaktionen herangezogen werden kann, wurden in dieser Arbeit 

abschließend zwei Wege beschritten.  

Zum einen erfolgte eine miniaturisierte Untersuchung der Lysozym-katalysierten Hydrolysereaktion  

(Abb. 69). Ziel war es hierbei, den Substanzverbrauch zu minimieren und zudem die Analyse 

automatisiert zu vermessen. Unter Einsatz des nanofluiden Systems `Triversa Nanomate´ als 

Ionisationsquelle war es möglich, die enzymatische Reaktion automatisiert unter Verwendung geringster 

Probevolumina (Flussrate: 100 nL/min → 5 nL pro Scan) zu vermessen. Dies ist vor allem bei Enzymen, 

die nur in geringen Konzentrationen exprimiert werden können, von großer Bedeutung. Des Weiteren 

senkt ein herabgesetzter Probenverbrauch die Kosten pro Analyse (94). 

Zum anderen wurde die in dieser Arbeit etablierte Methode auf eine andere Enzymklasse übertragen. 

Hierzu wurde die enzymatische Reaktion der Oxidoreduktase COX-1 ausgewählt. Es handelt sich hierbei 

um ein bifunktionelles, membrangebundenes Enzym, welches ausgehend von Arachidonsäure über das 
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Zwischenprodukt PGG2 die Biosynthese des PGH2 katalysiert (33, 34). Es war gelungen, dieses komplexe 

Enzymsystem so zu gestalten, dass die angewandten Bedingungen MS-kompatibel waren und gleichzeitig 

eine messbare Enzymaktivität vorlag. Mit Hilfe der EICs konnte sowohl der Verlauf der Substratabnahme 

und der Endproduktzunahme (Abb. 70) als auch die Bildung des Zwischenprodukts beobachtet werden 

(Abb. 71). Dies stellt somit die Grundlage für weitere Untersuchungen hinsichtlich dieses Enzyms dar. So 

kann im Folgenden der optimierte in vitro-Assay zur Analyse verschiedener Inhibitoren genutzt und so 

auf direkte Weise der unmittelbare Einfluss dieser Substanzen auf das Enzym untersucht werden (33, 36). 

Hierbei ist vor allem die Charakterisierung von spezifischen Inhibitoren, deren klinische Relevanz in den 

letzten Jahren immer mehr an Bedeutung gewonnen hat, von großem Interesse (129). Diese 

abschließenden Ergebnisse verdeutlichen die weiterführenden Möglichkeiten, die die massen-

spektrometrische Detektion auf dem Gebiet der Enzymcharakterisierung aufweisen kann. 

 

5.7 Schlussfolgerung und Ausblick 

In dieser Arbeit wurde eine massenspektrometrische Methode entwickelt, welche sich dazu eignet, 

Glykosidase-katalysierte Hydrolysereaktionen umfassend zu untersuchen. Durch kontinuierliches Messen 

mittels eines ESI-ToF-MS wurden in kürzester Zeit quantitative Zeitkurven in Echtzeit aufgenommen, 

welche neben der Hydrolyseaktivität anhand des Substratabbaus simultan Informationen über die 

Produktverteilung und die Komplexbildung lieferten. Mit Hilfe der massenspektrometrischen Detektion 

wurden die einzelnen Substanzen anhand ihres m/z-Wertes bestimmt, weshalb weder eine Markierung 

noch eine Trennung im Vorfeld notwendig war. In dieser Arbeit wurden zum ersten Mal kontinuierliche 

Zeitkurven der Exo-Chitosanase-katalysierten Hydrolysereaktion der Substrate (GlcNAc)5 und (GlcNAc)6 

detektiert, was mit anderen Methoden bisher nicht möglich war (29). Des Weiteren wurden erstmals reine 

Hydrolyseraten für die Enzymgruppe der `retaining enzymes´ detektiert, da die hohe Sensitivität des 

Massenspektrometers eine Herabsetzung der Substratkonzentration gestattete. Diese begünstigte während 

der spektroskopischen Detektion üblicherweise eine auftretende Transglykosylierungsreaktion (10, 20, 

29), welche die eigentliche Hydrolysereaktion überlagerte. Da eine Transglykosylierungsreaktion für 

Enzyme in der Natur aufgrund der benötigten Energie sehr ungünstig ist und daher nicht zwingend 

stattfindet (90), trägt die Bestimmung reiner Hydrolyseraten zur besseren Charakterisierung dieser 

Enzymgruppe bei. Außerdem wurde der Einfluss einzelner Aminosäuren, welche durch Mutation 

verändert vorlagen, im Hinblick auf die spezifische Aktivität des Enzyms untersucht und deren Relevanz 

für den katalytischen Mechanismus bestimmt (78, 79). 

Die simultane Detektion der gebildeten Enzym-Ligand-Komplexe, welche aufgrund der hohen 

Sensitivität und Selektivität des eingesetzten ToF-MS möglich war, wurde zur Bestimmung von 

Affinitäten (KD-Werte) herangezogen. Anhand der Intensität der Komplexbildung konnte eine 

Unterscheidung zwischen spezifischem und unspezifischem Substrat getroffen werden. Des Weiteren 
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lieferte die Detektion der Enzym-Substrat-Komplexe Informationen bezüglich vorliegender Mutationen. 

Demnach weisen katalytische Enzymmutanten trotz ihrer Inaktivität eine hohe Komplexbildung mit 

ihrem spezifischen Substrat auf; Bindemutanten besitzen hingegen eine sehr stark herabgesetzte Affinität 

zu ihrem spezifischen Substrat, wobei in ihrem Fall eine geringe Aktivität verzeichnet werden kann. Des 

Weiteren wurden Aussagen über inhibitorische Effekte anhand der detektierten Substratabbaukurven 

getroffen. Es wurde eine unterschiedlich starke Hemmung der Lysozymaktivität beim Einsatz der 

einzelnen Feedback-Inhibitoren bestimmt (75). Außerdem konnte Allosamidin als spezifischer Inhibitor 

der Chitinase Familie 18 charakterisiert werden. Eine Einordnung der verschiedenen Inhibitionsstärken 

wurde in Form von Dosis-Wirkungsbeziehungen durch die Bestimmung von relativen IC50-Werten 

vorgenommen. Des Weiteren wurden die massenspektrometrisch ermittelten quantitativen Zeitkurven zur 

kinetischen Datenanalyse herangezogen. Mit Hilfe dieser in silico-Kalkulationen wurden Aussagen über 

verschiedene Geschwindigkeitskonstanten und über die freien Bindungsenergien der einzelnen 

Substratbindungsstellen im aktiven Zentrum erhalten. Diese Daten ließen wiederum Rückschlüsse im 

Hinblick auf die Substratbindung und -spaltung zu und lieferten Hinweise bezüglich der einzelnen 

Affinitäten zum aktiven Zentrum.  

Die Massenspektrometrie in Kombination mit der Elektrospray-Ionisation eignet sich zur umfangreichen 

Charakterisierung von Enzymen. Genaue Kenntnisse bezüglich enzymatischer Reaktionen sind bei vielen 

industriellen Prozessen von  großer Bedeutung. Gut charakterisierte Enzymsysteme sind vor allem in der 

pharmazeutischen Industrie zur Entwicklung neuer spezifischer Medikamente unabdingbar. Zudem tragen 

schnelle und sensitive Inhibitor-Screeningmethoden zur Findung von niedermolekularen Inhibitoren bei. 

Des Weiteren ist eine schnelle Analyse der Leistungsoptimierung eines Enzyms im Hinblick auf 

Temperatur, pH-Wert und Cofaktoren vor allem in der Lebensmittelindustrie für das Design von 

Zusatzstoffen, wie z.B. Konservierungsstoffe, aber auch in der Pflanzenschutzmittelindustrie zur 

Herstellung von Fungiziden von äußerster Wichtigkeit. Die miniaturisierte und automatisierte 

Vermessung des Lysozym-Assays ebenso wie die massenspektrometrische Untersuchung des 

komplexeren Enzymsystems COX-1 weisen die zukünftige Anwendung der massenspektrometrischen 

Detektion auf. Die Entwicklung neuer Chip-Technologien (130, 131) in Kombination mit der 

massenspektrometrischen Detektion werden in Zukunft die Untersuchung enzymatischer Reaktionen 

unter Einsatz geringster Probenvolumina gestatten und dadurch zur schnellen Charakterisierung 

unterschiedlichster Enzymsysteme beitragen können (132).  
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Anhang 
 
A. Tabellen 

Tabelle: m/z-Signale der einzelnen Substanzen 

Substanz MW [g/mol] Ionisierte Substanz m/z 

(GlcNAc) 221 [(GlcNAc) + H]+ 222,10 

  [(GlcNAc) + Na]+ 244,08 

(GlcNAc)2 424 [(GlcNAc)2 + H]+ 425,18 

  [(GlcNAc)2 + Na]+ 447,16 

(GlcNAc)3 627 [(GlcNAc)3 + H]+ 628.24 

  [(GlcNAc)3 + Na]+ 650.22 

(GlcNAc)4 830 [(GlcNAc)4 + 2H]2+ 416,16 

  [(GlcNAc)4 + H]+ 831.32 

  [(GlcNAc)4 + Na]+ 853.30 

(GlcNAc)5 1033 [(GlcNAc)5 + 2H]2+ 517,70 

  [(GlcNAc)5 + H]+ 1034.4 

  [(GlcNAc)5 + Na]+ 1056.4 

(GlcNAc)6 1236 [(GlcNAc)6 + 2H]2+ 619.24 

  [(GlcNAc)6 + H]+ 1237.5 

  [(GlcNAc)6 + Na]+ 1259.5 

(GlcN)   179 [(GlcN) + H]+ 180,09 

  [(GlcN) + Na]+ 202,07 

(GlcN)2 340 [(GlcN)2 + H]+ 341,16 

  [(GlcN)2 + Na]+ 363,14 

(GlcN)3 501 [(GlcN)3 + H]+ 502,22 

  [(GlcN)3 + Na]+ 524,21 

(GlcN)4  662 [(GlcN)4 + 2H]2+ 332,15 

  [(GlcN)4 + H]+ 663,29 

  [(GlcN)4 + Na]+ 685,27 

 



Anhang 

  147 

Tabelle: m/z-Signale der einzelnen Substanzen 

Substanz MW [g/mol] Ionisierte Substanz m/z 

(GlcN)5 823 [(GlcN)5 + 2H]2+ 412,68 

  [(GlcN)5 + H]+ 824,36 

  [(GlcN)5 + Na]+ 846,34 

(GlcN)6 984 [(GlcN)6 + 2H]2+ 493,22 

  [(GlcN)6 + H]+ 985,43 

  [(GlcN)6 + Na]+ 1007,4 

Lysozym 14306 [Lys + 6H]6+ 2385,3 

  [Lys + 7H]7+ 2044,7 

  [Lys + 8H]8+ 1789,2 

  [Lys + 9H]9+ 1590,6 

Lysozym + (GlcNAc)2 14730 [Lys + (GlcNAc)2 + 8H]8+ 1842,2 

Lysozym + ((GlcNAc)2)2 15154 [Lys + ((GlcNAc)2)2 + 8H]8+ 1895,2 

Lysozym + (GlcNAc)3 14941 [Lys + (GlcNAc)3 + 8H]8+ 1867,6 

Lysozym + ((GlcNAc)3)2 15560 [Lys + ((GlcNAc)3)2 + 8H]8+ 1946,1 

Lysozym + (GlcNAc)4 15136 [Lys + (GlcNAc)4 + 8H]8+ 1893,0 

Lysozym + (GlcNAc)5 15339 [Lys + (GlcNAc)5 + 8H]8+ 1918,4 

Lysozym + (GlcNAc)6 15542 [Lys + (GlcNAc)6 + 8H]8+ 1943,8 

Lysozym + (GlcN)3 14807 [Lys + (GlcN)3 + 8H]8+ 1851,9 

Lysozym + (GlcN)6 15290 [Lys + (GlcN)6 + 8H]8+ 1912,3 

Wt -Gerstenkornchitinase 25938 [Wt + 10H]10+ 2594,8 

  [Wt + 11H]11+ 2359,0 

  [Wt + 12H]12+ 2162,5 

Wt-Gerstenkornchitinase + (GlcN)6 26922 [Wt + (GlcN)6 + 11H]11+ 2448,5 

E67Q-Gerstenkornchitinase 25937 [E67Q + 10H]10+ 2594,7 

  [E67Q + 11H]11+ 2358,9 

  [E67Q + 12H]12+ 2162,4 
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Tabelle: m/z-Signale der einzelnen Substanzen 

Substanz MW [g/mol] Ionisierte Substanz m/z 

E67Q + (GlcNAc)6 27173 [E67Q + (GlcNAc)6 + 11H]11+ 2471,4 

E67Q + (GlcN)6 26921 [E67Q + (GlcN)6 + 11H]11+ 2448,4 

Wt-Palmfarnchitinase 38548 [Wt + 13H]13+ 2966,2 

  [Wt + 14H]14+ 2754,4 

W197A-Palfarnchitinase 38433 [W197A + 13H]13+ 2957,4 

  [W197A + 14H]14+ 2746,2 

W197A + (GlcNAc)6 39669 [W197A + (GlcNAc)6 + 13H]13+ 3052,5 

F166A-Palfarnchitinase 38472 [F166A + 13H]13+ 2960,4 

  [F166A + 14H]14+ 2749,0 

F166A + (GlcNAc)6 39708 [F166A + (GlcNAc)6 + 13H]13+ 3055,5 

F166A + (GlcN)6 39456 [F166A + (GlcN)6 + 13H]13+ 3036,1 

Wt-Endo-Chitosanase 25832 [Wt + 10H]10+ 2584,2 

  [Wt + 11H]11+ 2349,4 

D40G-Endo-Chitosanase 25774 [D40G + 10H]10+ 2578,4 

  [D40G + 11H]11+ 2344,1 

D40G + (GlcN)6  26758 [D40G + (GlcN)6 + 10H]10+ 2676,8 

D40G + (GlcN)3 26275 [D40G + (GlcN)6 + 10H]10+ 2628,5 

D40G + (GlcNAc)6 27010 [D40G + (GlcNAc)6 + 10H]10+ 2702,1 

D201A-Endo-Chitosanase 25788 [D201A + 10H]10+ 2579,8 

T45E-Endo-Chitosanase 25860 [T45E + 10H]10+ 2587,1 

D40G/T45D-Endo-Chitosanase 25788 [D40G/T45D + 10H]10+ 2579,8 

Malantide 1633 [Malantide + 2H]2+ 817,46 

  [Malantide + 3H]3+ 545.31 
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B. Abbildungen 

 

Abb. I In silico-Modellierung der mittels MS bestimmten Zeitkurven aus Abb. 33 a) und b) der (GlcNAc)6- und 
(GlcNAc)5-Hydrolyse katalysiert durch Lysozym. Mit freundlicher Genehmigung von T. Fukamizo (79). 

 

Abb. II In silico-Modellierung der mittels MS bestimmten Zeitkurven aus Abb. 36 a) und b) der (GlcNAc)6- und 
(GlcNAc)5-Hydrolyse katalysiert Gerstenkornchitinase. Mit freundlicher Genehmigung von T. Fukamizo (79). 

 

Abb. III In silico-Modellierung der mittels MS bestimmten Zeitkurven aus Abb. 46 a) der (GlcNAc)6-Hydrolyse 
katalysiert durch Endo-Chitosanase und aus Abb. 50 a) der (GlcNAc)6-Hydrolyse katalysiert durch Exo-Chitosanase. 
Mit freundlicher Genehmigung von T. Fukamizo. 
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Abb. IV In silico-Modellierung der mittels MS bestimmten Zeitkurven aus den Abb. 41 a) und b) (Wildtyp) und  
Abb. 43 a) – d) (W197A und F166A) der (GlcNAc)6- und (GlcNAc)5-Hydrolyse katalysiert durch die Palmfarn-
chitinasen. Mit freundlicher Genehmigung von T. Fukamizo. 
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