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ZUSAMMENFASSUNG 

Ziel dieses Projektes war die Entwicklung eines neuen Ansatzes zur Senkung der Harn-

säurekonzentration im Blutserum von Patienten mit Hyperurikämie und der damit 

verbundenen Verringerung der Anzahl von schmerzhaften Gichtanfällen. Dafür sollten 

Purine in Lebensmitteln mit einem Gemisch aus purinabbauenden Enzymen zu dem gut 

löslichen Allantoin abgebaut werden. Durch diesen neuen Ansatz ist eine abwechs-

lungsreiche Ernährung von Hyperurikämiepatienten ohne oder mit reduzierter zusätz-

licher medikamentöser Behandlung zur Senkung der Harnsäurebildung, Erhöhung der 

Harnsäureausscheidung bzw. enzymatischen Reduktion von Harnsäure möglich. 

Zu Beginn der Arbeit erfolgte eine Untersuchung der Hefe Arxula adeninivorans LS3 

hinsichtlich ihres Potentials, mit Purine als alleinige Kohlenstoff- oder Stickstoffquelle 

zu wachsen. Bei Nachweis enzymatischer Aktivitäten der vier untersuchten purin-

abbauenden Enzyme sollten im Rahmen dieses Projektes die Guanin-Deaminase sowie 

die Uratoxidase genauer charakterisiert und die betreffenden Gene überexprimiert 

werden. Die Untersuchungen der Adenin-Deaminase und Xanthin-Oxidoreduktase 

erfolgten in einer parallelen Arbeit, die kein Bestandteil dieser Dissertation war. 

Die Analyse des Wachstumsverhaltens von A. adeninivorans LS3 zeigte die Ver-

mehrung des Zellmaterials in einer Kultivierung mit Adenin als Kohlenstoff- und Stick-

stoffquelle bzw. mit Hypoxanthin und Harnsäure als alleiniger Stickstoffquelle. Die 

Fähigkeit des Wachstums mit Adenin, Hypoxanthin oder Harnsäure als alleiniger Stick-

stoffquelle bestätigte das Vorhandensein des Purinabbauweges in der nicht-konven-

tionellen Hefe A. adeninivorans LS3. 

Das Guanin-Deaminase-Gen (AGDA) aus A. adeninivorans LS3 kodierte für ein Protein 

aus 475 Aminosäuren, das in der Zelle als Dimer vorlag (55 kDa je Untereinheit). Das 

Guanin-Deaminase-Protein (Agdap) zeigte eine Homologie auf Aminosäureebene 

zwischen 44 und 55 % zu anderen pilzlichen Guanin-Deaminasen. Beim Wachstum auf 

Medien mit Adenin, Hypoxanthin oder Guanin als alleiniger Stickstoffquelle erfolgten 

eine Induktion der Genexpression des AGDA-Gens sowie eine intrazelluläre Akkumu-

lation des Guanin-Deaminase-Proteins in der Vakuole wie auch dem Zytoplasma der 

Hefezelle. Die Guanin-Deaminase verwertete ausschließlich Guanin als Substrat und 
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wurde durch die Zugabe von Kupfersalzen oder Quecksilberchlorid nahezu vollständig 

inhibiert. 

Einen weiteren Schwerpunkt dieser Arbeit bildete die biochemische Charakterisierung 

der Uratoxidase. Das Uratoxidase-Gen (AUOX) aus A. adeninivorans LS3 lag auf Chro-

mosom 4 und kodierte für das Uratoxidase-Protein (Auoxp) mit 306 Aminosäuren. Bei 

dem Auoxp handelte es sich um ein 35 kDa großes Protein, das als Dimer in der Zelle 

vorlag. Ein Vergleich mit anderen pilzlichen Uratoxidasen ergab eine Homologie von 

61 bis 65 % auf der Ebene der Aminosäuresequenz. Das Enzym zeigte konservierte 

Sequenzmotive, die in den Uratoxidasen einer Vielzahl von Organismen beschrieben 

wurden. Die AUOX-mRNA-Konzentration stieg bei Wachstum auf Medien mit Harn-

säure, Adenin und Hypoxanthin als alleiniger Stickstoffquelle. Die Akkumulation von 

Auoxp zeigte einen Maximalwert nach achtstündiger Kultivierung im Medium mit 

Harnsäure und zeitlich verschoben mit den Stickstoffquellen Adenin bzw. Hypoxanthin 

(nach 12 Stunden). Die Zugabe von Quecksilberchlorid bewirkte bei diesem Enzym den 

vollständigen Verlust der Aktivität. L-Cystein und DTT hingegen stabilisierten die 

Struktur des Proteins und verhinderten die Oxidation von Sulfhydrylgruppen im Protein, 

die entscheidend für die enzymatische Aktivität waren. 

Der biotechnologische Einsatz der purinabbauenden Enzyme der Hefe A. adeninivorans 

erforderte eine Überexpression der Uratoxidase- bzw. der Guanin-Deaminase-Gene in 

transgenen A. adeninivorans-Stämmen aufgrund zu niedriger, natürlicher Expressions-

höhe im Wildtypstamm LS3. Als Transformations-/Expressionssystem fand das 

etablierte Xplor®2-Vektorsystem [1] Verwendung. Mit diesem System können bis zu 

fünf Selektions- oder Expressionsmodule in einem Transformationsprozess in die Hefe 

integriert werden. Diese Plattform bietet den Vorteil, dass keine Resistenzgene (Kanr, 

Ampr) in die Hefe übertragen werden. Die Hefen wurden mit unterschiedlichen 

Expressionsmodulen transformiert, um die optimalen Expressionsbedingungen für die 

Guanin-Deaminase bzw. die Uratoxidase zu ermitteln. Vergleichende Untersuchungen 

bezüglich der Integrationshäufigkeit, dem Wirtsorganismus (homolog/heterolog) und 

der optimalen Expression (konstitutiv/induziert) zeigten, dass A. adeninivorans ein ge-

eigneter Organismus für die Expression des Guanin-Deaminase- bzw. Uratoxidase-

Gens darstellte. Die spezifischen Aktivitäten der Transformanden mit konstitutiven 

Expressionsmodul für die Uratoxidase bzw. die Guanin-Deaminase waren für die 

meisten Transformanden höher, verglichen mit den Transformanden mit einem in-
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duzierbaren Expressionsmodul. Der C-terminale Histidin-Tag (His-Tag) an der Amino-

säuresequenz der Uratoxidase führte zu einer konstant hohen enzymatischen Urat-

oxidase-Aktivität in der stationären Wachstumsphase der Hefezellen (ab 24 Stunden) 

über eine Kultivierungsdauer bis zu 96 Stunden. 

Für weiterführende Analysen erfolgte die nähere Untersuchung der Hefetransformanden 

mit der höchsten Guanin-Deaminase-Aktivität bzw. der über einen längeren Zeitraum 

konstant hohen Uratoxidase-Aktivität. Das über den C-terminalen His-Tag gereinigte 

rekombinante Protein zeigte eine hohe Übereinstimmung der biochemischen Eigen-

schaften (Substratspektrum, intrazelluläre Lokalisation, usw.) im Vergleich zum endo-

genen Protein der Hefe A. adeninivorans LS3 (nach induzierter Genexpression). 

Die rekombinanten Enzyme des Purinabbauweges (Uratoxidase, Guanin-Deaminase, 

Adenin-Deaminase und Xanthin-Oxidoreduktase) bewirkten nach deren Zugabe zu 

einem reinen Puringemisch aus Adenin, Guanin, Xanthin, Hypoxanthin und Harnsäure 

eine Reduktion der Konzentration sämtlicher Purine. Das Gemisch aus purinab-

bauenden Enzymen der Hefe A. adeninivorans belegte bei ersten Anwendungen in 

einem Lebensmittel (Rinderbrühe) die abbauende Wirkung auf sämtliche, im Lebens-

mittel befindlichen, Purine. 

Es gelang in dieser Arbeit, den Puringehalt eines Lebensmittels mit in transgenen 

A. adeninivorans-Stämmen hergestellten Proteinen enzymatisch abzubauen. Für eine 

mögliche Anwendung dieses neuen Ansatzpunktes zur Verringerung der Harnsäure-

konzentration in Lebensmitteln sind umfangreiche weiterführende Untersuchungen 

erforderlich. Unter anderem ist die Dosierung der einzelnen Enzyme für ein effektives 

Zusammenspiel des Gemisches wichtig. Darüber hinaus sind Untersuchungen über die 

Methodik der Zuführung der purinabbauenden Enzyme zu den Lebensmitteln, unter der 

Einhaltung von lebensmittelrechtlichen Bestimmungen, nötig. 
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SUMMARY  

The aim of the project was the development of a new approach for the lowering of the 

uric acid concentration in the blood serum of patients with hyperuricemia and the 

associated reduction of the number of painful gout attacks. Therefore, purines in food 

should be degraded to the more soluble allantoin by a mixture of enzymes. Due to this 

new approach, a varied diet is possible for hyperuricemia patients with reduced or 

without additional drug treatment for lowering uric acid synthesis, increasing excretion 

of uric acid or enzymatic degradation of uric acid. 

The thesis started with an analysis of the yeast Arxula adeninivorans LS3 concerning 

their potential to grow with purines as sole carbon or nitrogen sources. After detection 

of enzymatic activities of the four analyzed purine degrading enzymes, the guanine 

deaminase and urate oxidase are characterized in detail and the genes overexpressed for 

biotechnological application. The investigations of adenine deaminase and xanthine 

oxidoreductase were performed in another work, which was no part of this thesis. 

The analysis of growing behavior of A. adeninivorans LS3 showed the increase of cell 

material in cultures with adenine as carbon and nitrogen sources or hypoxanthine and 

uric acid as sole nitrogen sources. The ability of growing with adenine, hypoxanthine or 

uric acid as sole nitrogen sources confirmed the presence of a purine degrading pathway 

in the non-conventional yeast Arxula adeninivorans LS3. 

The guanine deaminase gene (AGDA) of Arxula adeninivorans LS3 encoded a protein 

of 475 amino acid which was present in the cell as a dimer (55 kDa each subunit). The 

guanine deaminase protein (Agdap) showed 44 to 55 % homology to the amino acid 

sequences of other fungal guanine deaminases. Growth on media containing adenine, 

guanine or hypoxanthine as sole nitrogen sources led to an induction of gene expression 

of the AGDA gene and intracellular accumulation of guanine deaminase protein in the 

vacuole as well as the cytoplasm of the yeast cell. The guanine deaminase utilized 

exclusively guanine as substrate and was completely inhibited by the addition of copper 

salts or mercuric chloride. 

A further focus of this thesis included the biochemical characterization of the urate 

oxidase. The urate oxidase gene (AUOX) from Arxula adeninivorans LS3 was located 

on chromosome 4 and encoded a 306 amino acid urate oxidase protein (Auoxp). The 
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35 kDa protein Auoxp was presented as a dimer in the cell. A comparison of amino acid 

sequences to other fungal urate oxidases showed a homology between 61 and 65 %. The 

protein owned conserved motives that have been described in the urate oxidases of a 

variety of organisms. The mRNA concentration of AUOX increased in presence of uric 

acid, adenine and hypoxanthine as sole nitrogen sources. The accumulation of Auoxp 

was maximal after eight hours in presence of uric acid and temporary displaced with the 

nitrogen sources adenine or hypoxanthine (maximum 12 hours). The addition of 

mercuric chloride resulted in the complete loss of enzymatic activity. However, L-

cysteine and DTT stabilized the protein structure and avoided the oxidation of 

sulfhydryl groups in the protein, which were important for the enzymatic activity. 

The biotechnological application of the purine degrading enzymes of A. adeninivorans 

required an overexpression of the urate oxidase and guanine deaminase gene in 

transgenic A. adeninivorans strains due to a low natural expression level in the wild 

type strain LS3. The established transformation/expression platform Xplor®2 was used 

[1]. This platform can integrate up to five modules for selection or expression in a 

single transformation process into the yeast genome. Another advantage of this platform 

is the transformation without any resistance gene (Kanr, Ampr). The yeast was 

transformed with different expression modules for optimization of expression of urate 

oxidase and guanine deaminase. Comparative studies on the frequency of integration, 

the host organism (homologous/heterologous) and optimal expression (induced/ 

constitutive) showed that A. adeninivorans represented a suitable organism for 

expression of the urate oxidase and the guanine deaminase gene. The specific 

enzymatic activity of transformants with constitutive expressed expression module for 

the urate oxidase and the guanine deaminase gene was higher for most transformants 

compared to transformants with an induced expression module. The C-terminal 

histidine tag (his-tag) at amino acid sequence of urate oxidase resulted in consistently 

high urate oxidase activity in stationary growth phase of the yeast cells (from 24 hours) 

over a culture period of up to 96 hours. 

For further analysis, the yeast transformants with highest guanine deaminase activity 

and over a longer period constant urate oxidase activity were analyzed. Over C-terminal 

his-tag purified recombinant enzymes showed high conformance of biochemical 

properties (substrate spectra, intracellular localization) compared with endogenous 

protein of the yeast A. adeninivorans LS3 (after induced gene expression). 



SUMMARY  

X 

The recombinant enzymes of purine degrading pathway (urate oxidase, guanine 

deaminase, adenine deaminase and xanthine oxidoreductase) caused the reduction of 

purine concentration in a mixture with adenine, guanine, xanthine, hypoxanthine and 

uric acid. The mixture of purine degrading enzymes of A. adeninivorans documented as 

first application in food (beef stock) the degrading effect to all in this food presented 

purines. 

In this work, the purine content of food was enzymatically reduced with produced 

proteins of transgenic A. adeninivorans strains. For this new approach of reducing uric 

acid concentration in food further analyses are necessary. The dosages of the individual 

enzymes for an effective interaction in the mixture are important. In addition, analyses 

about the supply of purine degrading enzymes to food, under observation of food law, 

are necessary. 
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KAPITEL 1 – EINLEITUNG  

1.1 Purine in Lebensmitteln 

Der Mensch nimmt in der Regel täglich mehrere Mahlzeiten zu sich, die aus frischen 

oder konservierten Lebensmitteln bestehen. Die Nahrung dient dem Aufbau des Körpers 

sowie der Aufrechterhaltung der Lebensfunktionen [2, 3]. Die Hauptbestandteile eines 

Lebensmittels sind Kohlenhydrate, Eiweiße und Fette [2, 3]. Neben den genannten 

Grundbestandteilen der Nahrung kommen auch diverse Makro- und Mikronährelemente 

(Spurenelemente) wie Vitamine und Mineralstoffe in den Lebensmitteln vor [3, 4]. 

Bei der Nahrungsaufnahme werden diese zunächst mechanisch zerkleinert und an-

schließend enzymatisch in ihre Bestandteile zerlegt [3]. Im Dünndarm erfolgt die Re-

sorption der meisten Einzelbestandteile der Nahrung [3]. Für den Menschen unver-

dauliche Nahrungsbestandteile werden entweder von den im Dickdarm befindlichen 

Mikroorganismen zersetzt oder unverdaut ausgeschieden [3, 5, 6]. 

In den Lebensmitteln tierischer und pflanzlicher Herkunft liegen unterschiedliche 

Mengen von RNA, DNA, Nukleotiden, Nukleosiden sowie freier Purinbasen vor [7]. 

Diese Verbindungen und komplexe Purine aus exogenen Quellen werden im mensch-

lichen Körper über freie Purinbasen zu Harnsäure, dem Endprodukt des menschlichen 

Purinabbaus [8–11], abgebaut (vgl. Abschnitt 1.4.1) [12, 13].  

Der Gesamtpuringehalt eines Lebensmittels hängt von der ursprünglichen Funktion des 

tierischen oder pflanzlichen Gewebes bzw. Organs ab [7]. Im tierischen Muskelgewebe 

sind vermehrt energiereiche Verbindungen wie Nukleotide vorhanden [7]. In Innereien 

kommen aufgrund der erhöhten Anzahl von Zellkernen große Mengen an DNA vor [7, 

14]. Pflanzliche Speicherorgane hingegen besitzen eine geringere Anzahl von Zell-

kernen und im Gegensatz zu den Leguminosen, die den durch Bakterien fixierten Stick-

stoff zu dem Purinmononukleotid Inosinmonophosphat (IMP) umwandeln und diese 

Verbindung zu Harnsäure bzw. Allantoin und Allantoinsäure abbauen können [15, 16], 

einen geringeren Puringehalt [7]. Für einige Lebensmittel ist der ermittelte Harnsäure-

gehalt in der Tabelle 1-1 dargestellt [17]. 
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Von der Zubereitung eines Lebensmittels hängt die endgültige Purinkonzentration ab, 

die dem Körper zugeführt wird [18]. Beim Braten von Lebensmitteln kommt es auf-

grund des Wasserverlustes zum Anstieg der Purinkonzentration, wohingegen das 

Kochen einen Übergang der Purine in das umgebene Wasser fördert [18]. 

Tab. 1-1. Puringehalt von Lebensmitteln berechnet als Harnsäure (in mg pro 100 g Lebensmittel) 
[17]. 

Lebensmittel 
Harnsäure (in mg pro 
100 g Lebensmittel) 

Lebensmittel 
Harnsäure (in mg pro 
100 g Lebensmittel) 

Schweineleber 300 Krabben 165 

Kalbsniere 210 Kartoffeln 15 

Rinderbraten 140 Blumenkohl 45 

Schweinebraten 150 Karotten 15 

Hase 170 Paprika 10 

Reh 150 Spargel 25 

Hirsch 160 Bohnen, grün 42 

Huhn 160 Erbsen 150 

Pute 120 Weizenvollkornbrot 60 

Hering 190 Sojabohnen, getrocknet 370 

Schellfisch 140 Sojafleich, getrocknet 370 

Scholle 130 Sojaschrot 196 

Anchovis 260 Tofu 68 

1.2 Stoffwechselerkrankung – Hyperurikämie und Gicht 

1.2.1 Ausscheidung von Harnsäure aus dem menschlichen Körper 

Die mit der Nahrung aufgenommenen Purine (exogene Quelle) werden zusammen mit 

den körpereigenen Purinen (endogene Quelle) katabolisiert (vgl. Abschnitt 1.4.1) [7, 

17]. Die entstandenen freien Purinbasen (Adenin, Guanin und Hypoxanthin) werden im 

menschlichen Körper entweder zu Harnsäure abgebaut und ausgeschieden oder über den 

„Salvage-Pathway“ wiederverwertet und in ein Purinmononukleotid umgewandelt [12, 

13]. Die Ausscheidung des Endproduktes des menschlichen Purinabbaus, der Harn-

säure, erfolgt zu etwa 80 % über die Nieren (renal) und die übrigen 20 % über den 

Magen-Darm-Trakt (enteral). Dort wird die Harnsäure sezerniert und teilweise bak-

teriell abgebaut [12, 17, 19–21]. 

Die renale Harnsäureausscheidung nach der Vierkomponentenhypothese ist schematisch 

in Abbildung 1-1 dargestellt [22]. Die Ausscheidung umfasst eine annähernd vollstän-

dige Filtration an der Glomerulusmembran, eine komplette Rückresorption der Harn-
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säure im proximalen Tubulus mit Hilfe von Transportern, eine Sezernierung (etwa 

50 %) und schließlich eine postsekretorische Rückresorption der sezernierten Harnsäure 

[9, 20]. Da über 90 % der Harnsäure rückresorbiert und nicht ausgeschieden werden, 

handelt es sich bei Harnsäure bei normalen Konzentrationen um keinen schädlichen 

Stoff. Im täglichen Verlauf scheidet ein Mensch auf diesem Weg etwa 380 mg Harn-

säure aus [9]. 

 

Abb. 1-1. Renale Harnsäureausscheidung schematisch dargestellt nach der Vierkomponenten-
hypothese (modifiziert nach [9, 20]). 

1.2.2 Erhöhung des Harnsäure-Pools – Ursache für die Hyperurikämie 

Die Abbildung 1-2 (links) zeigt die Harnsäurekonzentration eines gesunden Menschen. 

Der Harnsäure-Pool ergibt sich dabei aus der Differenz des Eintrages von endogener 

sowie exogener Harnsäure und der renalen bzw. enteralen Ausscheidung. Beim 

gesunden Menschen erfolgt durch den Harnsäure-Pool keine Überschreitung des Grenz-

wertes, welcher der physiologischen Sättigungsgrenze von 6,5 mg Harnsäure dl-1 im 

Blutserum entspricht [9, 21, 23–25]. Aufgrund von Geschlecht, Alter sowie Umwelt ist 

der Grenzwert für jede Person individuell [9, 19, 20, 26]. 

Durch erblich bedingte Änderungen der Ausscheidung von Harnsäure im Zusammen-

spiel mit der Aufnahme purinreicher Nahrung und dem damit verbundenen hohen 

Eintrag an Harnsäure ist eine Überschreitung des Grenzwertes möglich (Abb. 1-2, 

rechts) [13, 20, 24, 25, 27, 28]. Das Krankheitsbild wird als Hyperurikämie bezeichnet. 
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Heute wissen die Mediziner, dass es sich bei Gicht um eine Folge der Hyperurikämie 

handelt; die Hyperurikämie selbst jedoch viele mögliche Ursachen hat [20]. 

 

Abb. 1-2. Harnsäure-Pool eines Menschen (modifiziert nach [20]). 
Beeinflussung des Harnsäure-Pools eines gesunden Menschen (links) und eines Menschen mit erhöhtem 
Harnsäure-Pool (rechts). Der Harnsäure-Pool ergibt sich aus der Differenz des Eintrages und der Aus-
scheidung. 

Erkrankungen wie das Lesch-Nyhan-Syndrom (defekte Hypoxanthin-Guanin-Phospho-

ribosyl-Transferase) [9, 29, 30], akute Leukämie [31], Komplikationen bei der gezielten 

Zerstörung von Tumorzellen mittels zytotoxischer Chemotherapie (Tumorlyse-Syn-

drom) [31–34] oder Organtransplantationen [28, 35], können ebenfalls zu einer Er-

höhung der Harnsäurekonzentration führen [20, 24, 27]. 

Derzeit leiden ein bis zwei Prozent der Erwachsenen in Industriestaaten an Gicht [21, 

36–38], wobei überwiegend bei Männern erhöhte Harnsäurewerte nachgewiesen werden 

und bei Frauen eine Hyperurikämie frühestens mit der Menopause, durch den Wegfall 

des urikosurischen Effektes des Östrogens, auftritt [19, 24, 26, 28, 38]. 

1.2.3 Die Stadien der Gicht 

Die vier Stadien der Gicht (Arthritis urica; gehört zur Gruppe der kristallinduzierten 

Arthritis) unterteilen sich in die asymptomatische Hyperurikämie (Stadium vor dem 

ersten Gichtanfall), den akuten Gichtanfall, dem symptomlosen Intervall zwischen zwei 

Anfällen und die chronischen Gicht mit irreversiblen Gelenkveränderungen [9, 19, 21]. 

Eine Überschreitung des Grenzwertes kann nach einer symptomfreien Phase (asymp-

tomatische Hyperurikämie) zu einer Ausfällung von Natriumurat an geeigneten Ober-

flächen (innerhalb von Gelenken) in Form von kleinen (Mikro-) oder großen (Makro-) 

Kristallen führen [12, 20, 21, 23]. Dabei erhöht sich die Wahrscheinlichkeit eines 

Gichtanfalls und der damit verbundenen Kristallisation von Harnsäure mit steigender 

Harnsäurekonzentration [9]. Die Bildung solcher Kristalle kann durch Temperatur- und 
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pH-Wert-Veränderungen sowie durch akuten Wasserverlust gefördert werden [13, 19, 

20]. 

Als Auslöser eines akuten Gichtanfalls (Stadium II) gilt die Phagozytose dieser 

Natriumuratkristalle durch die Granulozyten [20, 21, 24]. Durch die Phagozytose 

werden Schwellungen und Rötungen der Haut überwiegend in den Gelenken der 

unteren Extremitäten verursacht [20, 21]. Eingewanderte Leukozyten phagozytieren 

ebenfalls die Natriumuratkristalle und setzen bei ihrer nachfolgenden Zerstörung 

diverse Faktoren frei, die zu einer entzündlichen Reaktion führen [20, 29]. Nach 

maximal 24 Stunden wird der schmerzhafte Höhepunkt eines Gichtanfalls erreicht, der 

unbehandelt vier bis vierzehn Tage dauert und aufgrund von Erwärmung der Gelenke 

mit verstärkter Durchblutung und damit einhergehendem Abtransport der Harnsäure 

sowie durch die Inaktivierung entzündungsfördernder Faktoren endet [20]. 

Das an einen akuten Gichtanfall anschließende symptomlose Intervall kann zwischen 

sechs Monaten und zwei Jahren lang sein, bevor bei 90 bis 95 Prozent der Patienten ein 

erneuter akuter Gichtanfall auftritt [20, 24]. Die chronische Gicht wird durch die Bil-

dung sogenannter Tophi, bevorzugt im Knorpel, in der Synovia oder anderen Geweben 

wie Nieren, geprägt [20]. In Abhängigkeit von der Lokalisation des Tophus kann es zu 

irreversiblen Veränderungen der Gelenke kommen, die mit Röntgenaufnahmen nach-

weisbar sind [20]. 

Neben der Ablagerung der Harnsäure in den Gelenken wird weiterhin eine Ausfällung 

in den Nieren bei Hyperurikämie beschrieben [20]. Dabei fallen Natriumuratkristalle im 

Niereninterstitium aufgrund hoher Harnsäureausscheidung und Veränderung des Urin-

pH-Wertes aus und lösen eine Harnsäure-Nephrolithiasis aus, als deren Folge ein lang-

sames Nierenversagen denkbar ist [20]. Weiterhin wurden Ausfällungen im Tubulus-

lumen in Form von akuter Harnsäure-Nephropathie oder chronische Formen der inter-

stitiellen Nephritis als Folge lang andauernder Ablagerungen von Kristallen im Nieren-

parenchym, chronische Gicht-Nephropathie, beobachtet [20, 37]. 

Die oftmals üppige Ernährungsweise der Betroffenen bietet neben Gicht eine Basis für 

andere Stoffwechselstörungen wie Diabetes oder Hyperlipidämie [20], da eine Bezie-

hung zwischen dem Körpergewicht und der Harnsäurekonzentration zu bestehen scheint 

[20, 39, 40]. Zudem erfolgte der Nachweis von Bluthochdruck bei Patienten mit Hyper-

urikämie [41]. 
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1.3 Therapeutische Behandlung von Hyperurikämie und Gicht 

1.3.1 Behandlung bei akuter Gicht 

In erster Linie geht es bei der Behandlung eines akuten Gichtanfalls um Linderung der 

Schmerzen des Patienten und Beseitigung der Entzündung in den Gelenken [20]. Für 

die Therapie werden Colchicin oder nicht-steroidale Antirheumatika (NSAR), seltener 

Corticosteroide oder Interleukin-1� -Inhibitoren, verwendet [20, 24, 40, 42]. 

Schon die alten Ägypter verwendeten Colchicin, ein Alkaloid aus der Wurzelknolle der 

Herbstzeitlosen, bei einem akuten Gichtanfall [20, 43]. Seine Wirkung beruht auf der 

Hemmung der Produktion sowie Freisetzung eines chemotaktischen Faktors und der 

Inhibition der Phagozytose von Leukozyten [20, 44–46]. Die erste klinische Studie über 

die Schmerzlinderung durch Colchicin wurde 1987 angefertigt, wobei den Probanden 

eine hohe Dosis (bis 6,5 mg pro Tag) verabreicht wurde [43]. Neben einer Reduktion 

der Schmerzen verursachte Colchicin bei der Mehrzahl der Patienten unangenehme 

Nebenwirkungen wie Übelkeit, Erbrechen, Diarrhoe oder Atemstillstand, so dass ein 

frühzeitiger Abbruch der Behandlung notwendig war [19, 20, 43, 44]. Eine umfassende 

Studie über die notwendige Dosis zeigte die gleiche Effektivität bei der Behandlung 

schmerzhafter Gichtanfälle mit hoher Dosis (4,8 mg Colchicin über 6 Stunden) sowie 

mit geringer Dosis (1,8 mg Colchicin über 1 Stunde) [47]. Die Anzahl der Neben-

wirkungen war mit der geringeren Dosis reduziert [47]. 

Als NSARs werden unter anderem Indometacin und Phenylbutazon [48] oder NSARs 

der neueren Generation, Diclofenac, Etoricoxib oder Naproxen, verwendet [19, 20, 44]. 

Die NSARs unterteilen sich aufgrund ihrer Selektivität gegenüber der Cyclooxygenase 

in selektive und nicht-selektive Cyclooxygenase-Inhibitoren [38]. Indometacin und 

Etoricoxib zeigten eine vergleichbare Schmerzbeseitigung und Verträglichkeit beim 

Probanden [49, 50]. 

Corticosteroide werden nur in seltenen Fällen, bei Ineffektivität von Colchicin oder 

NSARs, eingesetzt bzw. wenn diese Substanzen wegen möglicher Nebenwirkungen 

nicht angewendet werden dürfen [20, 42, 44]. Eine Vielzahl der Steroide fanden bereits 

1949 Verwendung [42]. Studien zeigten gleiche Effektivität von Corticosteroid im Ver-

gleich zu NSARs [40, 42]. 
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Als neuer Ansatzpunkt für die Behandlung der schmerzhaften Gichtanfälle gelten die 

Interleukin-1� -Inhibitoren, welche spezifisch die Interleukin-1� -Signalkette stören [51, 

52]. Die Injektion von Anakinra, einem Interleukin-1� -Inhibitor, führte in 79 % der 

Patienten zu einer Schmerzlinderung [40]. Diverse Untersuchungen bestätigten die 

schmerzlindernde Wirkung von Anakinra [46, 53]. 

1.3.2 Langzeittherapie zur Senkung der Harnsäurekonzentration 

Für die Langzeittherapie eines Patienten mit Hyperurikämie wird zwischen Maßnahmen 

zur Senkung der Synthese, zur Erhöhung der Ausscheidung oder zur enzymatischen Re-

duktion von Harnsäure gewählt [20]. Dabei wird das verwendete Medikament an die je-

weiligen Bedürfnisse des Patienten angepasst. Schwankungen der Harnsäurekonzentra-

tion lösen bei einigen Betroffenen Gichtanfälle aus, so dass zu Beginn einer Langzeit-

therapie oftmals prophylaktisch geringe Mengen von NSARs oder vorzugsweise Col-

chicin verabreicht werden [20, 38, 46, 54]. 

Die Harnsäuresynthese wird durch Urikostatika, Inhibitoren der Xanthin-Oxidoreduk-

tase, herabgesetzt (vgl. Abschnitt 1.4.1) [19, 20]. Dabei wirkt Allopurinol aufgrund 

seiner strukturellen Ähnlichkeit zu Hypoxanthin als Substrat der Xanthin-Oxidoreduk-

tase und wird zu Oxipurinol katalysiert [9, 12, 20, 44]. Das entstandene Oxipurinol 

hemmt die Aktivität der Xanthin-Oxidoreduktase in Gegenwart von Xanthin [20]. Die 

Bildung von Harnsäure wird unterbunden und deren Konzentration im Blutserum nicht 

weiter erhöht sowie die Ausscheidung von Hypoxanthin und Xanthin bei Patienten mit 

intakter Nierenfunktion erhöht [20, 37]. Ein weiteres Urikostatika, Febuxostat 

(Adenuric®, Ipsen, Paris, Frankreich), wurde von der Europäischen Kommission für die 

Behandlung von Hyperurikämie zugelassen [55–57] und ist seit 2010 in Deutschland 

erhältlich [58]. Febuxostat weist keine strukturellen Ähnlichkeiten zu Purinen auf, 

bindet über Wasserstoff-, Salzbrückenbindungen und hydrophobe Wechselwirkungen 

im schmalen Kanal der Xanthin-Oxidoreduktase und verhindert dadurch das Vordringen 

des Substrates zum aktiven Zentrum in der oxidierten sowie reduzierten Form des harn-

säuresynthetisierenden Enzyms [55, 56, 58, 59]. Allopurinol und Febuxostat waren in 

ihrer harnsäuresenkenden Wirkungsweise gleich [36, 55, 57]; jedoch führte die Gabe 

von Febuxostat in einer Langzeitstudie zu gehäuften Gichtanfällen in den ersten 

Therapiemonaten [58]. In einigen Fällen wurde eine Verringerung der Blutserum-

konzentration ausschließlich durch Febuxostat erzielt [55, 60]. 
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Der Gruppe der Urikosurika gehören chemische Substanzen an, die die tubuläre Harn-

säureresorption durch Inhibition der Transportproteine hemmen [19, 20]. Die Uriko-

surika, Probenecid oder Benzbromaron [20, 37, 44], verhindern ausschließlich die post-

sekretorische Rückresorption der Harnsäure (vgl. Abschnitt 1.2.1) und besitzen keinen 

Einfluss auf die Rückresorption zu Beginn des proximalen Tubulus [20]. Die Wirkung 

eines Urikosurika verursacht eine Senkung der Harnsäurekonzentration und die Rück-

bildung von Gichttophi [20]. Die Dosierung ist abhängig von der paradoxen Harnsäure-

retention, welche besagt, dass die Substanzen in niedrigen Dosen die renale Harnsäure-

ausscheidung hemmen und bei höheren Dosen die Ausscheidung fördern [20, 61]. Eine 

Therapie mit Urikosurika birgt bei Nierenschäden hohe gesundheitliche Risiken, die 

durch eine andere Behandlungsmethode vermeidbar sind [20]. 

Zur Senkung der Harnsäurekonzentration wurde Uratoxidase (vgl. Abschnitt 1.4.1) bei 

gichtkranken Hühnern eingesetzt, was zu einem kurzzeitigen Abfall der Harnsäurekon-

zentration führte und bei einigen Hühnern eine leichte Anaphylaxie hervorrief [9, 62, 

63]. Die erste medizinisch relevante Uratoxidase (UricozymeTM, Sanofi-Synthelabo, 

Paris, Frankreich) wurde aus Aspergillus flavus gereinigt und bei Hyperurikämie, be-

dingt durch das Tumorlyse-Syndrom, verwendet [64, 65]. Aufgrund der schwierigen 

Produktionsbedingungen wurde die aus Asp. flavus stammende Uratoxidase in 

Saccharomyces cerevisiae produziert und als Rasburicase (Fasturtec® in Europa, 

Sanofi-Synthelabo, Paris, Frankreich und ElitekTM in den USA, Sanofi-Aventis, Bridge-

water, USA) für klinische Studien eingesetzt [33, 34, 66, 67]. Das Medikament besaß 

nur eine geringe Halbwertszeit und löste in einigen Fällen nach Bildung von Anti-

körpern beim Patienten allergische Reaktionen aus [68]. Um diese Probleme zu um-

gehen, wurde die Uratoxidase aus dem Schwein kovalent mit Polyethylenglykol 

verbunden [69]. Die Pegloticase (Krystexxa©, Savient Pharmaceuticals, East Bruns-

wick, USA) zeigte eine erhöhte Halbwertszeit und damit eine länger andauernde enzy-

matische Aktivität [36, 69, 70]. In den Patienten wurden keine allergischen Reaktionen 

verursacht [36]. Eine Behandlung führte zu einem Abbau der Gichttophi bei 40 Prozent 

der Patienten nach 25-wöchiger Gabe und zur deutlichen Reduktion der Harnsäurekon-

zentration im Blutserum [71–74]. Eine Therapie mit Uratoxidase wird zur Prophylaxe 

vor dem Tumorlyse-Syndrom eingesetzt oder Patienten verabreicht, bei denen keine 

andere medikamentöse Behandlung zu einer Senkung der Harnsäurekonzentration im 

Blutserum führt [23]. 
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Bei Gicht kommt es in einigen Fällen trotz einer durchgeführten Langzeittherapie zu 

Veränderungen von Gelenken, Knochen und Weichteilen, welche chirurgisch ange-

gangen werden [9, 20]. 

1.3.3 Vorbeugung durch gezielte Umstellung der Ernährung 

Trotz der vielen speziellen Indikationen zur Senkung der Harnsäure wird dem Betrof-

fenen zusätzlich eine Umstellung auf eine purinarme Ernährungsweise empfohlen [9, 

14, 17, 19, 20, 24, 37]. Zu den purinreichen Lebensmitteln zählen Innereien, Fleisch-

extrakt oder Fleisch sowie Fischkonserven und Leguminosen (vgl. Abschnitt 1.1) [9, 17, 

75]. Darüber hinaus haben auch Kohlenhydrate, Fette und Eiweiße indirekt Einfluss auf 

den Purinstoffwechsel, indem sie den Abbau zu Harnsäure beschleunigen oder die Aus-

scheidung verringern [20]. 

Mitte des 19. Jahrhundert wurde erstmals der Zusammenhang zwischen Gichtanfällen 

und dem Genuss von alkoholischen Getränken berichtet [20, 37]. Dabei bewirkt die 

Aufnahme von Bier einen erheblichen Eintrag von Purinen in den menschlichen Körper 

und der Alkohol allgemein eine Verringerung der Harnsäureausscheidung über die 

Nieren [24, 28, 76]. 

Ein weiterer Risikofaktor für Hyperurikämie oder Gicht ist das Übergewicht [28]. Etwa 

60 Prozent der Bevölkerung der USA leiden heute an Übergewicht; der BMI-Wert 

(body mass index) ist mit dem Risiko eines Gichtanfalls verbunden [28]. Untersu-

chungen zeigten, dass bei einem BMI von 23 bis 24,9 kg m-2 ein 1,4-fach höheres 

Risiko eines Gichtanfalls im Vergleich zu einem Normalgewichtigen (BMI von 21 bis 

22,9 kg m-2) vorlag [28]. Mit steigendem BMI-Wert erhöht sich das Risiko signifikant 

[28], daher wird den Betroffenen eine langsame Reduktion des Übergewichtes 

empfohlen. 

1.4 Purinabbau und das Endprodukt beim Menschen 

1.4.1 Purinabbau 

Das in Abbildung 1-3 dargestellte Purin ist eine heterozyklische, aromatische, orga-

nische Verbindung aus einem Pyrimidin- und einem Imidazol-Ring. Eine Differen-

zierung der Purine erfolgt durch die Substitution an den Kohlenstoffatomen der Position 
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2, 6 oder 8. Purine dienen als Bestandteil der Nukleinsäure der Informationsspeicherung 

und -weitergabe. Darüber hinaus sind Purine Bausteine für verschiedene Koenzyme 

oder fungieren in der Zelle als Energielieferanten [13]. 

 

Abb. 1-3. Grundkörper des Purins [13]. 

Der Purinstoffwechsel umfasst die aufwändige de-novo-Synthese, den Abbau und den 

„Salvage-Pathway“ als Bindeglied zwischen Synthese und Abbau. Durch das wirkungs-

volle Recycling freier Purinbasen über den „Salvage-Pathway“ umgeht der Organismus 

eine erneute energieaufwändige Synthese von Purinmononukleotiden [12, 20]. 

Bei den Untersuchungen des Purinabbaus in unterschiedlichen Organismen wurde nach-

gewiesen, dass der Abbau mit unterschiedlichen Reaktionen endet und damit zu einer 

Ausscheidung von verschiedenen Endprodukten führt [8, 9, 77, 78]. In der Abbildung 1-

4 ist der komplette Purinabbau dargestellt und für einige Tiergruppen sowie die 

Abteilung der Ascomyceten das Endprodukt des Purinabbaus aufgeführt. 

Der Abbau startet mit der 5‘-Nukleotidase (Abb. 1-4, 1), welche hydrolytisch die 

Purinmononukleotide [Adenosin- (AMP), Guanosin- (GMP), Inosin- (IMP) und 

Xanthosinmonophosphat (XMP)] in Nukleoside und Phosphat spaltet [12, 13]. In der 

Mehrzahl der Organismen wird Adenosin im nächsten Schritt durch eine Adenosin-

Deaminase (Abb. 1-4, 2) zu Inosin deaminiert [12, 13]. Inosin, Xanthosin und Guanosin 

werden mit Phosphat und einer Purin-Nukleosid-Phosphorylase (Abb. 1-4, 3) zu freien 

Purinbasen (Hypoxanthin, Xanthin und Guanin) sowie Ribose-1-Phosphat gespalten 

[12, 13]. In einigen Vertebraten, Fischen und Amphibien [79], niederen Eukaryoten [80, 

81] sowie Prokaryoten [78] wird Adenosin durch eine Purin-Nukleosid-Phosphorylase 

(Abb. 1-4, 3) in Adenin und Ribose-1-Phosphat und anschließend mit einer Adenin-

Deaminase (Abb. 1-4, 4) hydrolytisch in Hypoxanthin und Ammoniak gespalten [79–

81]. 

Guanin wird durch die Guanin-Deaminase (Abb. 1-4, 5) in Ammoniak und Xanthin 

umgewandelt [12, 13]. Die NAD+-abhängige Xanthin-Oxidoreduktase (Abb. 1-4, 6) 
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katalysiert die Reaktion von Hypoxanthin in Xanthin und weiter zu Harnsäure [13]. 

Harnsäure stellt das Endprodukt des Purinabbaus in Menschen, Anthropoiden, Land-

reptilien, Vögeln und Insekten (Ausnahme Diptera) dar [8, 9]. 

 

Abb. 1-4. Reaktionen des Purinabbaus mit Angabe der Tiergruppen sowie der Abteilung der 
Ascomyceten, welche die Abbauprodukte ausscheiden (modifiziert nach [8, 9, 13, 82–84]). 
Folgende Enzyme sind an den Reaktion beteiligt: 5‘-Nukleotidase (1), Adenosin-Deaminase (2), Purin-
Nukleosid-Phosphorylase (3), Adenin-Deaminase (4), Guanin-Deaminase (5), Xanthin-Oxidoreduktase 
(6), Uratoxidase (7), Allantoinase (8), Allantoicase (9), Urease (10), Harnstoff-Carboxylase (11) und 
Allophanat-Hydrolase (12). Adenosinmonophosphat (AMP), Guanosinmonophosphat (GMP), Inosin-
monophosphat (IMP ) und Xanthosinmonophosphat (XMP). 

In den übrigen Säugern oder anderen Tiergruppen, wie Gastropoda, Diptera oder 

Fischen, wird die Harnsäure über einen enzymatischen Oxidationsschritt mit der 

Uratoxidase (Abb. 1-4, 7) und einem nicht-enzymatischen Hydrolyseschritt zu Allantoin 

abgebaut [85]. Keebaugh und Thomas [86] beschrieben, im Gegensatz zu den vorher 
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erwähnten Reaktionen bei der Umwandlung von Harnsäure, die Wirkung einer 

Hydrolyase und einer Decarboxylase bei der Bildung von Allantoin. Das gut lösliche 

Allantoin ist das Endprodukt des Purinabbaus in Säugern (Ausnahme Mensch und 

Anthropoiden) sowie Gastropoda und Diptera [8, 9]. 

Die weiteren purinabbauenden Reaktionen finden überwiegend in wasserlebenden 

Tiergruppen sowie einzelligen Organismen statt [79]. Im nächsten Schritt wird durch 

die Allantoinase (Abb. 1-4, 8) Allantoinsäure aus Allantoin gebildet [82]. Nach der 

Bildung von Allantoinsäure erfolgt der weitere Abbau in Pflanzen über andere Wege, 

die in dieser Ausführung nicht berücksichtigt werden [87]. Die Allantoicase (Abb. 1-4, 

9) katalysiert die Bildung von Harnstoff und Glyoxylat aus Allantoinsäure [82]. 

Der gebildete Harnstoff wird über zwei separate Wege abgebaut. Durch die Urease 

(Abb. 1-4, 10) werden zwei Moleküle Harnstoff und zwei Moleküle Wasser in zwei 

Moleküle Kohlendioxid und vier Moleküle Ammonium gespalten [82]. Für eine Viel-

zahl von Ascomyceten wie beispielsweise S. cerevisiae oder Candida albicans wird ein 

Molekül Harnstoff mittels eines Enzymkomplexes (Dur 1,2) katabolisiert [83, 84, 88]. 

Der Enzymkomplex besitzt die enzymatische Aktivität einer Harnstoff-Carboxylase 

(Abb. 1-4, 11), die Harnstoff zu Allophanat abbaut, sowie einer Allophanat-Hydrolase 

(Abb. 1-4, 12), mit der aus Allophanat zwei Moleküle Ammonium und zwei Moleküle 

Kohlenstoffdioxid gebildet werden [83, 84, 88]. 

1.4.2 Harnsäure als Endprodukt des Purinabbaus im Menschen 

Im Menschen sowie in höheren Primaten führten unabhängige Mutationen in der ko-

dierenden Sequenz des Uratoxidase-Gens zu einem Verlust der Aktivität des harnsäure-

abbauenden Enzyms [10, 11, 41, 86], was mit der Ausscheidung von Harnsäure als End-

produkt des Purinabbaus einherging. 

Eine Punktmutation in der CAAT-Box des Promotors des Uratoxidase-Gens führte zu 

einer Reduktion der Uratoxidase-Aktivität sämtlicher Affen verglichen mit der Aktivität 

des Enzyms in Mäusen und Kaninchen [10]. Eine „Nonsense“-Mutation in der Codon-

position 33 führte im Menschen, Orang-Utan und Schimpansen zu einer Inaktivierung 

des Enzyms [11]. Die im weiteren Verlauf der Evolution von Mensch und Schimpanse 

entstandene „Nonsense“-Mutation in der Codonposition 87 sowie die abweichende 

„Splice-Site“ im Uratoxidase-Gen führten zum endgültigen Aktivitätsverlust des 
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Uratoxidase-Enzyms [11]. In Gibbons, den sogenannten Kleinen Menschenaffen, wurde 

ebenfalls keine Uratoxidase-Aktivität ermittelt, wobei dies auf eine Deletion von 

13 Basenpaaren zwischen dem Codon der Position 72 und 76 zurückzuführen ist [11]. 

Da eine Vielzahl von Mutationen zum Aktivitätsverlust der Uratoxidase in höheren 

Primaten führte, könnte dies ein Hinweis auf einen evolutionären Vorteil der daraus 

resultierenden erhöhten Harnsäurekonzentration im Blutserum sein [11]. 

Verschiedene Hypothesen wurden bezüglich der erhöhten Harnsäurekonzentration im 

Blutserum von Menschen sowie höheren Primaten aufgestellt. Dabei wird die Harnsäure 

als effektives Antioxidans beschrieben, das Sauerstoffradikale fängt und damit eine ver-

längerte Lebensdauer sowie eine reduzierte altersspezifische Krebsrate ermöglicht (Hy-

pothese 1) [89]. Diese schützenden Eigenschaften besitzt Harnsäure auch gegenüber der 

Bildung von Peroxynitrit, einem Produkt aus freien Radikalen [90]. Sinkt die Harn-

säurekonzentration im Blutserum unter den Normalwert von 2 mg Harnsäure dl-1, kön-

nen entzündliche Erkrankungen des Zentralnervensystems oder neurodegenerative Er-

krankungen wie Parkinson oder Alzheimer hervorgerufen werden [25, 90]. 

Eine weitere Theorie (Hypothese 2) stellt die gesteigerte Harnsäurekonzentration in 

Verbindung mit der Erhöhung des Blutdrucks in Zeiten von salzarmer Ernährung dar 

[41]. Als Beleg dieser Theorie wurde ein erhöhter Blutdruck bei Ratten nachgewiesen, 

die mit salzarmer Nahrung und einem Uratoxidase-Inhibitor gefüttert wurden [41]. Die 

Steigerung des Blutdruckes wird als Voraussetzung für den aufrechten Gang der 

Hominoiden angesehen [41]. 

Aufgrund von strukturellen Ähnlichkeiten zu Theobromin und Kaffein, welche eine 

Stimulation der Großhirnrinde ermöglichen, wurde Harnsäure eine Bedeutung bei dem 

qualitativen und quantitativen Sprung in der Intelligenz durch eine erhöhte Fähigkeit 

zum Lernen zugeschrieben (Hypothese 3) [8, 91]. 

Der Verlust der Uratoxidase-Aktivität scheint nach diesen Hypothesen essentiell für die 

Evolution von Menschen und höheren Primaten gewesen zu sein. Da es sich bei Harn-

säure um eine schlecht lösliche organische Verbindung handelt, kann ein Anstieg der 

Harnsäurekonzentration im Blutserum aber zu schweren Stoffwechselerkrankungen wie 

Hyperurikämie und Gicht führen (vgl. Abschnitt 1.2). 
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1.5 Die Guanin-Deaminase 

Die Guanin-Deaminase (EC 3.5.4.3; Guanin Aminohydrolase) wurde erstmals 1932 in 

der Leber von Kaninchen beschrieben und als Guanase bezeichnet [92]. Bei dem Enzym 

handelt es sich in den meisten Fällen um eine metallabhängige Hydrolase [93, 94], 

welche Guanin zu Xanthin und Ammonium hydrolytisch deaminiert [95–97]. 

Die Guanin-Deaminase ist ein konserviertes Enzym, das sowohl in Prokaryoten als auch 

Eukaryoten vorkommt. Das Enzym ist verantwortlich für den Purinabbau [12, 13] in 

Prokaryoten (Bacillus subtilis, Escherichia coli oder Klebsiella pneumoniae) [94, 97, 

98], niederen Eukaryoten (S. cerevisiae, Pichia guilliermondii oder Trypanosoma cruzi) 

[99–101], Pflanzenblättern (Camellia sinensis L. und Nicotiana tabacum L. cv. Xanthi) 

[102, 103] sowie gewebespezifisch in der Leber (Kaninchen, Mensch, Maus und Ratte) 

[98, 104–106] und der Niere (Mensch) [107] höherer Eukaryoten. Die Guanin-De-

aminase reguliert die Menge an Guanin, die der Zelle beim „Salvage-Pathway“ für die 

Umwandlung in GMP zur Verfügung steht [87, 96]. 

In höheren tierischen Eukaryoten wurde zusätzlich eine gestiegene Aktivität der 

Guanin-Deaminase im Gehirn (Maus, Ratte, Schwein und Mensch) [108–111] nach-

gewiesen. Das guaninabbauende Enzym spielt eine wichtige Rolle bei der Entwicklung 

der neuronalen Morphologie [108, 112, 113]. Die Verzweigung der Dendriten ist ab-

hängig von dem Abbau von Guanin als Substrat [114]. Eine Erhöhung der Guanin-

Deaminase-Aktivität führt zum verstärkten Wachstum der primären und sekundären 

Dendriten [114], wodurch die Kommunikationsfähigkeit der Neuronen verbessert wird 

[112]. 

Eine erhöhte Aktivität der Guanin-Deaminase im Blutserum deutet auf verschiedene 

Lebererkrankungen wie chronische Hepatitis hin und verhilft, in Kombination mit der 

Aktivität von verschiedenen Aminotransferasen, zu einer schnellen Diagnose der 

jeweiligen Erkrankung [115, 116]. 

Die Guanin-Deaminasen verschiedener prokaryotischer bzw. eukaryotischer Lebewesen 

wurden gereinigt und ihre Eigenschaften bestimmt [95, 97, 98, 101, 102, 104–106, 110, 

117]. 

Mit der vorliegenden Arbeit wird eine weitere Hefe vorgestellt, welche eine Guanin-

Deaminase besitzt. Die Charakteristika der Guanin-Deaminase wurden analysiert und 
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mit den Eigenschaften einer rekombinanten Guanin-Deaminase aus dem gleichen Hefe-

system verglichen. Abschließend wurde das Enzym im Gemisch mit anderen Enzymen 

für den biotechnologisch relevanten Verwendungszweck eingesetzt. 

1.6 Die Uratoxidase 

Die Uratoxidase (EC 1.7.3.3; Urat:Sauerstoff-Oxidoreduktase) wurde zu Beginn des 

19. Jahrhunderts erstmals aus tierischen Geweben isoliert, analysiert und als Urikase 

bezeichnet [118–120]. Das Enzym katalysiert die oxidative Öffnung des Puringrund-

körpers der Harnsäure in Gegenwart von Sauerstoff. Nach dem enzymatischen Oxida-

tionsschritt folgt ein nicht-enzymatischer Hydrolyseschritt, durch den das fünf- bis 

zehnmal besser lösliche Allantoin sowie Wasserstoffperoxid entsteht [85]. 

Die Uratoxidase ist ein weit verbreitetes Enzym. Es wurde sowohl in Prokaryoten 

(Arthrobacter pascens, Bacillus fastidiosus und Bacillus thermocatenulatus) [121–123] 

als auch in einer Vielzahl von Eukaryoten nachgewiesen. Im Reich der Eukaryoten 

wurden enzymatische Aktivitäten der Uratoxidase unter anderem in Pilzen (Puccinia 

recondita, Asp. flavus und Aspergillus fumigatus) [124–126], Hefen (Candida utilis, 

Candida tropicalis und Hansenula polymorpha) [127–130], Algen (Chlamydomonas 

reinhardtii) [131] und Pflanzen (Sojabohne, Kichererbse, Ackerbohne und Weizen) [75, 

132] ermittelt. Außerdem wurde die Uratoxidase gewebespezifisch in höheren Eukaryo-

ten (Ratte und Rind) [133, 134] bestimmt. 

In höheren Primaten (Hominoiden und einigen Neuweltaffen), Vögeln, terrestrischen 

Reptilien sowie den meisten Insekten fehlt ein aktives Uratoxidase-Enzym aufgrund 

von verschiedenen Mutationen in der kodierenden Sequenz des entsprechenden Gens [8, 

10, 86] (vgl. Abschnitt 1.4.2). In diesen Organismen ist Harnsäure das Endprodukt des 

Purinabbaus, welches schließlich ausgeschieden wird. Untersuchungen des braunen 

Grashüpfers Nilaparvata lugens zeigten, dass dieses Insekt hefeähnliche Symbionten 

besitzt und aufgrund deren Uratoxidase-Aktivität Harnsäure für den Stickstoffmeta-

bolismus verwerten kann [135]. 

Verschiedene Theorien bezüglich eines evolutionären Vorteils durch den Wegfall der 

Uratoxidase-Aktivität in Menschen und höheren Primaten sind im Abschnitt 1.4.2 aus-

führlich zusammengefasst. Die Harnsäurekonzentration liegt in den meisten Fällen unter 

der physiologischen Sättigungsgrenze von 6,5 mg Harnsäure dl-1 Blutserum [9, 21, 23–
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25]. Eine Erhöhung der Harnsäurekonzentration im Blutserum von Menschen, Primaten 

oder Vögeln führt zu Hyperurikämie, die oftmals mit schmerzhaften Gichtanfällen in 

den Gelenken der unteren Extremitäten einhergeht [9, 19, 20, 62, 63]. 

Die Uratoxidase wurde seit ihrer ersten Beschreibung aus den verschiedensten 

Organismen gereinigt und charakterisiert [125–128, 136]. Verwendung findet die reine 

Uratoxidase bei der diagnostischen Quantifizierung von Harnsäure im Blutserum von 

Menschen [137] sowie bei der therapeutischen Reduktion der Harnsäurekonzentration 

in Körperflüssigkeiten (vgl. Abschnitt 1.3.2). 

Diese Arbeit führte zur Analyse der Eigenschaften einer weiteren Uratoxidase. Das 

Uratoxidase-Gen stammt aus einer nicht-konventionellen Hefe. Zudem wurde das 

Uratoxidase-Gen überexprimiert und die rekombinante Uratoxidase vergleichend unter-

sucht. Die purinabbauenden Enzyme wurden für die Reduktion des Puringehaltes in 

Lebensmitteln verwendet. 

1.7 Die Hefe Arxula adeninivorans 

Hefen sind einfach organisierte, einzellige Eukaryoten, die sich schnell an wechselnde 

Umweltbedingungen anpassen. In dieser Arbeit wird mit A. adeninivorans eine Hefe 

vorgestellt, die purinabbauende Enzyme besitzt. 

Erstmals wurde die Hefe A. adeninivorans 1984 von Middelhoven et al. [138] als 

Trichosporon adeninovorans beschrieben. Die Hefe wird zu den Ascomyceten gezählt. 

Der Wildtypstamm T. adeninovorans LS3 wurde aus einem Holzhydrolysat in Sibirien 

(Russland) isoliert und aufgrund von DNA-Reassoziationsstudien taxonomisch der Typ-

kultur T. adeninovorans CBS 8244 zugeordnet [139]. Van der Walt et al. reklassifizierte 

diese Hefe in die Gattung Arxula [140]. Im Jahre 2007 erfolgte eine Umbenennung der 

Hefe in Blastobotrys adeninivorans [141]; bis heute setzte sich jedoch der Name 

A. adeninivorans durch. Die nicht-konventionelle, nicht-pathogene, anamorphe, xero-

tolerante, arthroconidiale Hefe A. adeninivorans gehört zur Familie der Candidaceae 

[140]. 

In der Vergangenheit wurden bereits unter anderem folgende biotechnologisch interes-

sante Enzyme in A. adeninivorans synthetisiert: Lipase (Alip1p) [142], Tannase 

(Atan1p) [143], Alkohol-Dehydrogenase (RR-ADH) [144] und Invertase (Ainvp) [145]. 
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A. adeninivorans verfügt über eine Vielzahl von biochemischen Eigenschaften, die die 

Hefe als Produzenten von biotechnologisch relevanten Proteinen auszeichnet. Die Hefe 

besitzt die Fähigkeit, ein großes Spektrum von Substraten zu assimilieren und sie als 

Kohlenstoff-, Stickstoff- und/oder Energiequelle zu verwenden. Bei diesen Substraten 

handelt es sich um n-Alkane, lösliche Stärke [139], Polyalkohol und organische Säuren 

[146] bzw. Tannin und Gallotannin [143] als Kohlenstoffquelle sowie Nitrat als 

Stickstoffquelle [147]. Außerdem zeigte die Typkultur A. adeninivorans CBS 8244 

Wachstum mit Purinen, wie Harnsäure, Adenin und Hypoxanthin [138] als Kohlenstoff- 

bzw. Stickstoffquelle. 

Von physiologischer Bedeutung ist die Osmo- (Wachstum bis zu einer Salzkonzen-

tration von 20 % NaCl) sowie die Thermotoleranz (Wachstum bis zu einer Kultivie-

rungstemperatur von 48 °C) der Hefe [148, 149]. Ab 43 °C bilden sich Mycelstrukturen 

aus. Die veränderte Morphologie beruht auf einem temperaturabhängigen reversiblen 

Dimorphismus, der mit einer veränderten Genexpression einhergeht [148]. 

1.8 Zielstellung 

Ziel dieser Arbeit ist die Entwicklung eines neuen Ansatzes zur Vorbeugung von 

Hyperurikämie. Bisher kann die krankheitserregende Harnsäure, Endprodukt des Purin-

abbaus im Menschen, durch medikamentöse Behandlung reduziert, ihre Ausscheidung 

gefördert oder deren Synthese unterbunden werden. Neben einer dieser beschriebenen 

Langzeittherapien werden dem Patienten eine verringerte Aufnahme von Purinen über 

die Nahrung sowie der vollständige Verzicht auf Alkohol empfohlen. Für den neuen 

Ansatz zur Prophylaxe vor erhöhten Harnsäurekonzentrationen im Blutserum sollen 

Lebensmittel mit purinabbauenden Enzymen, welche mit Hilfe einer Hefe zu synthe-

tisieren sind, versetzt und dadurch die krankheitserregende Harnsäure zum fünf- bis 

zehnmal besser löslichen Allantoin abgebaut werden. 

Dafür wurde zunächst ein Organismus benötigt, der die purinabbauenden Enzyme syn-

thetisiert. Aus Voruntersuchungen war bekannt, dass A. adeninivorans LS3 in Kulti-

vierungsmedien mit Purinen als alleinige Stickstoffquelle wächst. Anhand dieses Ergeb-

nisses sowie einem Homologievergleich auf Aminosäureebene mit bereits beschrie-

benen purinabbauenden Enzymen anderer Organismen sollten die katabolischen En-
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zyme des Purinstoffwechsels im vollständig sequenzierten Genom von A. adeninivorans 

LS3 bestätigt werden. 

Für die Behandlung von Lebensmitteln war es notwendig, eine hohe Menge enzyma-

tisch aktiver purinabbauender Enzyme zu akkumulieren. Dafür wurden die Regulation 

der Guanin-Deaminase und der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 auf der Ebene 

der Genexpression sowie die enzymatischen Aktivitäten der endogenen Agdap und 

Auoxp untersucht. Bei vorhandener Regulation der Genexpression und/oder geringer 

Akkumulation der Enzyme sollte eine Überexpression mit einer etablierten Transfor-

mations-/Expressionsplattform durchgeführt werden. Die so synthetisierte rekombinante 

Guanin-Deaminase bzw. Uratoxidase wurden bezüglich ihrer biochemischen Eigen-

schaften mit den endogenen Enzymen des Wildtypstammes verglichen. 

Zum Nachweis von Purinen in Lebensmitteln wurde ein Verfahren zur Quantifizierung 

der einzelnen Purine entwickelt. Die rekombinanten Enzyme wurden dabei einzeln bzw. 

als Gemisch den Lebensmitteln zugesetzt, wodurch eine enzymatische Reduktion der 

Purine, speziell Harnsäure, ermöglicht werden sollte. 

Für Patienten mit Hyperurikämie bietet diese Arbeit neue Hoffnung auf eine ab-

wechslungsreiche Ernährung, bei der Purine durch enzymatische Verfahren direkt in 

den Lebensmitteln zu dem besser löslichen Allantoin abgebaut werden können. 
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KAPITEL 2 – MATERIAL UND METHODEN  

2.1 Material 

2.1.1 Chemikalien und Geräte 

Es wurden überwiegend Chemikalien der Firmen Merck (Darmstadt, Deutschland), 

Sigma-Aldrich Corp. (St. Louis, USA), Carl Roth GmbH (Karlsruhe, Deutschland) und 

Serva Electrophoresis GmbH (Heidelberg, Deutschland) eingesetzt. 

Die Tabelle 2-1 dient der Auflistung verwendeter Geräte. 

Tab. 2-1. Verwendete Geräte. 

Gerät Hersteller/Vertrieb Sitz der Firma 

Picodrop – PICO 100 Picodrop Limited 
Cambridge, 

Großbritannien 
Schüttelschrank – Multitron Standard INFORS HT Bottmingen, Schweiz 

Schwingmühle – Mixer Mill MM 400 Retsch Haan, Deutschland 

Silikakugeln – 0,5 mm BioSpec Products Oklahoma, USA 
Spektrophotometer – Infinite® M200 Pro 

Series 
Tecan Crailsheim, Deutschland 

Thermomixer 5436 Eppendorf AG Hamburg, Deutschland 

Zentrifuge – Eppendorf Zentrifuge 5810R Eppendorf AG Hamburg, Deutschland 

Zentrifuge – Heraeus® Fresco17® Thermo Fisher Scientific 
Inc. 

Walthman, USA 

Zentrifuge – Sorvall RC5C Plus 
Thermo Fisher Scientific 

Inc. 
Walthman, USA 

2.1.2 Mikroorganismen 

In der Tabelle 2-2 sind die benutzten Mikroorganismen mit ihrem Genotyp sowie ihrer 

Herkunft aufgeführt. 

Tab. 2-2. Verwendete E. coli- und Hefestämme. 

Stamm Genotyp Herkunft Referenz 

E. coli XL1-Blue 
recA1 endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 

supE44 relA1 lac [F’ proAB 
lac1qZ� M15 Tn10 (Tetr)] 

Stratagene, La Jolla, USA [150] 

A. adeninivorans 
LS3 

Wildtyp Sibirien, Russland [139, 151] 

A. adeninivorans 
G1212 

aleu2 atrp1::ALEU2 
IPK, Gatersleben, 

Deutschland 
[152] 

H. polymorpha 
RB11 

odc1 = ura3 
Rhein Biotech GmbH, 

Düsseldorf, Deutschland 
[153] 
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2.1.3 Vektoren für molekularbiologische Arbeiten 

Die Tabelle 2-3 zeigt alle Vektoren, die für die durchgeführten molekularbiologischen 

Arbeiten zur Verfügung standen. 

Tab. 2-3. Donor- und Rezipientenvektoren für die Klonierungsarbeiten. 

Name Resistenz/Marker Referenz 

pBS-MOX-FMD-PHO5-EBN1 Ampr IPK, Gatersleben, Deutschland 

pBS-TEF1-PHO5-SA Ampr [1, 154] 

pBS-TEF1-PHO5-SS Ampr [142, 154] 

pCR4®-TOPO-AURA3mmm Kanr, Ampr [144] 

pCR4®-TOPO-AYNI1-ATAN1-PHO5 Kanr, Ampr IPK, Gatersleben, Deutschland 

Xplor2.2 Kanr/ALEU2m [1] 

2.1.4 Gene für molekularbiologische Arbeiten 

Die Tabelle 2-4 dient der Zusammenfassung aller Gene, einschließlich ihrer Promotoren 

und Terminatoren, die in dieser Arbeit Verwendung fanden. 

Tab. 2-4. Bezeichnung der Gene für die Klonierungsarbeiten. 
Gezielte Modifikation mittels PCR führte zur Entfernung von Erkennungssequenzen für Restriktions-
endonukleasen (REN): SalI (a), SalI, AfeI und SpeI (b). Gen stammt ursprünglich aus H. polymorpha (c). 
Gen stammt ursprünglich aus S. cerevisiae (d). 

Genname Protein-/Enzymname EC-Nummer Referenz 

25S-rDNA 25S-ribosomale DNA - [155] 

AGDA Guanin-Deaminase 3.5.4.3 diese Arbeit 

AHSB4 Histon H4 - [156] 

ALEU2 � -Isopropylmalat-Dehydrogenase 1.1.1.85 [157] 

ALG9 � -1,2-Mannosyltransferase 2.4.1.131 diese Arbeit 

ATRP1 Phosphoribosylanthranilat-Isomerase 5.3.1.24 [152] 

ATRP1ma Phosphoribosylanthranilat-Isomerase 5.3.1.24 [143] 

AURA3 Orotidin-5‘-Phosphat-Decarboxlyase 4.1.1.23 [144] 

AURA3mmmb Orotidin-5‘-Phosphat-Decarboxlyase 4.1.1.23 [144] 

AUOX Uratoxidase 1.7.3.3 diese Arbeit 

AYNI1 Nitritreduktase 1.7.7.1 [147] 

FMDc Formiat-Dehydrogenase 1.2.1.2 [158] 

PHO5d Saure Phosphatase 3.1.3.2 [159] 

TEF1 Transkriptionselongationsfaktor 1�  - [160] 

TFIID Transkriptionsfaktor IID - diese Arbeit 

2.1.5 Oligonukleotide 

Die Synthese der Oligonukleotide (Tab. 2-5) erfolgte bei Metabion (Martinsried, 

Deutschland). Nach den Herstellerangaben wurden die Oligonukleotide in destilliertem 

Wasser resuspendiert (100 pmol µl-1). 
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Tab. 2-5. Oligonukleotide für die Klonierung, Sequenzierungen, Real-Time-PCR-Analyse und 
Herstellung der DNA-Sonde für die Southern-Analyse. 
In der Nukleotidsequenz wurden die Restriktionsschnittstellen unterstrichen und die Nukleotide, die für 
einen His-Tag kodieren, kursiv geschrieben. 

Klonierung Nukleotidsequenz 

AGDA3 5‘-TAATGCGGCCGCTTAGTTTGAGGATCCATCTTTG-3‘ 

AGDA3-His 
5‘-TAATGCGGCCGCTTAATGGTGATGGTGATGATGGTTTGAGGA 
TCCATCTTTG-3‘ 

AGDA5 5‘-ATTAGAATTCATGACTCGAAAGGCGTTTTGC-3‘ 

AUOX3 5‘-AATGCGGCCGCTTAGAGCTTAGCAGTGTTACGGGTGACAG-3‘ 

AUOX3-His 5‘-TTCACGCGGCCGCTTAATGGTGATGGTGATGATGGAGCTTAGC 
AGT-3‘ 

AUOX5 5‘-ATGTAGAATTCATGTCCCATCTCTCTGCTGC-3‘ 

AUOX5-His 
5‘-ATTTGGAATTCATGCATCATCACCATCACCATTCCCATCTCTCT 
GCTGCCCGTTACGG-3‘ 

PHO5-SpeI 5‘-TTATTACTAGTCGGCCCCAGCTTGCATGCCTG-3‘ 

TEF1-SpeI 5‘-GTCGAGACTAGTCTCGACTTCAATCTATAATC-3‘ 

Sequenzierung Nukleotidsequenz 

Sequ. PHO5-Prom 5'-CTGCAGATTTTAATCTTTCG-3' 

Sequ. TEF1-Term 5'-GTCAACTCACACCGGAAAT-3' 

DNA-Sonde Nukleotidsequenz 

AGDA3 5‘-TAATGCGGCCGCTTAGTTTGAGGATCCATCTTTG-3‘ 

AGDA5 5‘-ATTAGAATTCATGACTCGAAAGGCGTTTTGC-3‘ 

AUOX3 5‘-AATGCGGCCGCTTAGAGCTTAGCAGTGTTACGGGTGACAG-3‘ 

AUOX5 5‘-ATGTAGAATTCATGTCCCATCTCTCTGCTGC-3‘ 

Real-Time-PCR Nukleotidsequenz 

AGDA-fw-rtPCR 5‘-GATGACCGTAACACTCGCA-‘3 

AGDA-rv-rtPCR 5‘-CGTACAGCAGAGGTCGAGA-3‘ 

AHSB4-fw-rtPCR 5‘-CTCATTTATGAGGAGACCCG-3‘ 

AHSB4-rv-rtPCR 5‘-ATAAAGAGTTCGTCCCTGTC-3‘ 

ALG9-fw-rtPCR 5‘-CATGGGCCAAGGTATACTG-3‘ 

ALG9-rv-rtPCR 5‘-AGAATGCGACCGATACCA-3‘ 

AUOX-fw-rtPCR 5‘-GAACACTGGCAAGAACGC-3‘ 

AUOX-rv-rtPCR 5‘-CTTAGAGCTTAGCAGTGTTACG-3‘ 

TEF1-fw-rtPCR 5‘-CTCTTGGACGATTCGCC-3‘ 

TEF1-rv-rtPCR 5‘-CCGTTACCGACAATCTATTT-3‘ 

TFIID-fw-rtPCR 5‘-AGTTTGTGTCTGATATTGCCTC-3‘ 

TFIID-rv-rtPCR 5‘-GAAGAGCTTGCTACCGAACT-3‘ 

2.2 Kultivierung der Mikroorganismen 

2.2.1 Kultivierung von E. coli-Zellen 

Die Kultivierung der verwendeten E. coli-Stämme erfolgte bei 150 Umdrehungen pro 

Minute in einem temperierten Schüttelschrank bei 37 °C für 12 bis 18 Stunden in 
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flüssigem LB-Medium (Luria-Bertani Medium) (Tab. 2-6). Das Wachstum der Pro-

karyoten in Petrischalen fand auf festem LB-Medium statt. Dem Medium wurde Ampi-

cillin bzw. Kanamycin in einer Endkonzentration von 100 mg l-1 bzw. 50 mg l-1 zuge-

setzt. Für die Lagerung der Stämme bei -80 °C wurde eine 10 %-ige Glycerinkultur 

hergestellt. 

Tab. 2-6. Medien für die Kultivierung von E. coli. 
Die Medien wurden autoklaviert (20 min, 120 °C, 2x105 Pa) und bei 4 °C gelagert. 

Aggregatzustand Medium Zusammensetzung (Hersteller) 

flüssig LB-Vollmedium Pulver 20 g l-1 LB Broth 

fest LB-Vollmedium Agar 35 g l-1 LB Agar 

2.2.2 Kultivierung von Hefezellen 

2.2.2.1 Medium und Kultivierungsbedingung der Hefezellen 

Die Hefezellen wurden unter nicht-selektiven Bedingungen in Hefevollmedium (HVM) 

oder unter selektiven Bedingungen in Hefeminimalmedium (HMM) bzw. synthetischem 

Minimalmedium (SD-Medium) in einem Schüttelschrank bei 150 Umdrehungen pro 

Minute in flüssigem Medium kultiviert (Tab. 2-7). Bei Bedarf wurden dem Medium zu-

sätzliche Aminosäuren oder Basen zugesetzt [150]. Ein Wachstum auf festem Medium 

war durch die Zugabe von 1,6 % (w/v) Agar (Sigma-Aldrich Corp., St. Louis, USA) 

möglich. Eine Lagerung der Hefestämme bei -80 °C erfolgte als 10 %-ige Glycerin-

kultur. 

Die A. adeninivorans-Stämme wurden bei 30 °C in HMM mit einer Kohlenstoffquelle 

(Zusatz 1; wenn nicht anders erwähnt 1 % Glukose) und Vitamingemisch (Zusatz 2) 

kultiviert [161]. Die verwendeten Medien unterscheiden sich aufgrund ihrer Stickstoff-

quelle. 

Der H. polymorpha RB11-Stamm wurde bei 37 °C in SD-Medium mit einer Kohlen-

stoffquelle (Zusatz 1: Glycerin oder Methanol), Vitamingemisch (Zusatz 2), YNB (Zu-

satz 3, „yeast nitrogen base“, Sigma-Aldrich, St. Louis, USA) und (NH4)2SO4 (Zusatz 

4) kultiviert. 
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Tab. 2-7. Medien für die Kultivierung von Hefen. 
Sämtliche Angaben beziehen sich auf einen Liter. Die Medien wurden autoklaviert (20 min, 120 °C, 
2x105 Pa) und bei 4 °C gelagert. Vor der Nutzung der Medien wurden die Zusätze beigefügt. Zugabe von 
Zusatz 5 (a). Zusatz wurde steril filtriert (0,1 µm Porengröße) (b). 

Medium/Lösung Zusammensetzung Endkonzentration 

HVM 50 g YPD Broth - 

HMM-Nitrat 

3,7 g NaNO3 
6,75 g KH2PO4

 

1,75 g K2HPO4 
1 g MgSO4 x 7 H2O 
1 ml Mineraliengemisch 
1 ml Ca(NO3)2 x 4 H2O (20 g l-1 Stammlösung) 
1 ml FeCl3 x 6 H2O (2 g l-1 Stammlösung) 

43,5 mmol l-1 
50 mmol l-1 

10 mmol l-1 

8 mmol l-1 

0,1 % (v/v) 
0,12 mmol l-1 

0,012 mmol l-1 

HMM-Purin (x mmol l-1) 

Purin (Adenin, Guanina, Harnsäurea, Hypoxanthin, 
Xanthina) 
6,75 g KH2PO4

 

1,75 g K2HPO4 
1 g MgSO4 x 7 H2O 
1 ml Mineraliengemisch 
1 ml Ca(NO3)2 x 4 H2O (20 g l-1 Stammlösung) 
1 ml FeCl3 x 6 H2O (2 g l-1 Stammlösung) 

x mmol l-1 
 

50 mmol l-1 

10 mmol l-1 

8 mmol l-1 

0,1 % (v/v) 
0,12 mmol l-1 

0,012 mmol l-1 

HMM-Ammonium 

5 g (NH4)H2PO4 
1,75 g KH2PO4

 

1,75 g K2HPO4 
1 g MgSO4 x 7 H2O 
1 ml Mineraliengemisch 
1 ml Ca(NO3)2 x 4 H2O (20 g l-1 Stammlösung) 
1 ml FeCl3 x 6 H2O (2 g l-1 Stammlösung) 

43,5 mmol l-1 

10 mmol l-1 

10 mmol l-1 

8 mmol l-1 

0,1 % (v/v) 
0,12 mmol l-1 

0,012 mmol l-1 

Zusatz 1 
Kohlenstoffquelle (Glukose oder Glycerin als 20 %, 
w/v Stammlösung bzw. Methanol) 

5 mmol l-1 bzw. 
1 – 2 % (w/v) 

Zusatz 2b 5 ml Vitamingemisch 0,5 % (v/v) 

Zusatz 3b 25 ml 40 x YNB (67 g l-1 Stammlösung) 2,5 % (v/v) 

Zusatz 4 10 ml (NH4)2SO4 (500 g l-1 Stammlösung) 37,8 mmol l-1 

Zusatz 5 50 ml Natrium-Citrat (gesättigte Lösung) 5,0 % (v/v) 

Mineraliengemisch 

500 mg H3BO3 
100 mg CuSO4 x 4 H2O 
100 mg KI 
400 mg MnSO4 x 4 H2O 
400 mg ZnSO4 x 7 H2O 
200 mg Na2MoO4 
100 mg CoCl2 

6,4 mmol l-1 

0,63 mmol l-1 

0,6 mmol l-1 

2,65 mmol l-1 

2,48 mmol l-1 

0,97 mmol l-1 

0,77 mmol l-1 

Vitamingemisch 

4 mg Biotin 
400 mg Ca-D-Pantothenat 
4 g Inosit 
100 mg Nikotinsäure 
400 mg Pyridoxin 
400 mg Thiamindichlorid 

0,016 mmol l-1 

1,53 mmol l-1 

22,2 mmol l-1 

0,81 mmol l-1 

2,36 mmol l-1 
1,19 mmol l-1 

2.2.2.2 Kultivierung der Hefe mit verschiedenen Kohlenstoff- bzw. Stickstoffquellen 

Für die Untersuchungen zum Wachstumsverhalten der Hefe A. adeninivorans LS3 auf 

Purinen wurde in HMM-Glukose-Nitrat (vgl. Tab. 2-7) eine 24 h-Hefevorkultur ange-

zogen. Nach mehrmaligem Waschen mit physiologischer Kochsalzlösung [0,9 % (w/v) 

NaCl] wurden die Zellen in der genannten Lösung für weitere 24 Stunden kultiviert. 
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Diese Zellen dienten der Einstellung einer optischen Dichte bei 600 nm von 0,1 (vgl. 

Abschnitt 2.2.3) in 50 ml des nachfolgend erläuterten Mediums. 

Die Kohlenstoffquelle wurde in HMM-Nitrat (vgl. Tab. 2-7) mit 5 mmol l-1 einer 

Kohlenstoffquelle analysiert. Die Untersuchungen zur Stickstoffquelle wurden in 

HMM-Purin (5 mmol l-1) (vgl. Tab. 2-7) mit 5 mmol l-1 Glukose durchgeführt. Das 

Wachstumsverhaltens der Hefe auf Purin als kombinierter Kohlenstoff- und Stickstoff-

quelle erfolgte in HMM-Purin (5 mmol l-1) (vgl. Tab. 2-7) ohne Zusatz einer Kohlen-

stoffquelle. 

2.2.2.3 Kultivierung von A. adeninivorans LS3 zur Induktion purinabbauender Enzyme 

Zur Induktion der purinabbauenden Enzyme wurden die Hefezellen nach einer  

24-stündigen Vorkultur in HMM-Glukose-Nitrat bzw. -Ammonium (vgl. Tab. 2-7) vom 

Medium abgetrennt und in HMM-Glukose-Purin (x mmol l-1) (vgl. Tab. 2-7) umgesetzt. 

Die Stoffmengenkonzentration des Induktors sowie das Volumen des Mediums richte-

ten sich nach der untersuchten Thematik. Nach der Inkubationszeit wurden die Zellen 

als 2 ml-Proben oder als gesamte Probe mit einer „Heraeus® Fresco17®“- bzw. „Sorvall 

RC5C Plus“-Zentrifuge (5 000 x g, 5 min, 4 °C) geerntet und vor der Analyse der Pro-

ben oder der Lagerung bei -20 °C zweimal mit destilliertem Wasser gewaschen. 

2.2.2.4 Kultivierung der Hefetransformanden 

Die Kultivierung der Transformanden mit TEF1-Promotor erfolgte über maximal 

96 Stunden in HMM-Glukose-Nitrat oder –Ammonium (vgl. Tab. 2-7). Eine Trennung 

der Phasen in Wachstum und Produktion wurde für Transformanden mit induzierbarem 

Promotor nach der Tabelle 2-8 durchgeführt. Alternativ wurden A. adeninivorans-

Transformanden mit induzierbarem Promotor ohne separate Wachstumsphase kultiviert. 

Die Inokulation einer Kultur mit H. polymorpha-Transformanden erfolgte mit 

Hefezellen einer Vorkultur in HVM. 

Tab. 2-8. Medium zur Kultivierung mit getrennter Wachstums- und Produktionsphase. 

Promotor Wachstumsphase Produktionsphase 

AYNI1 HMM-Glukose-Ammonium HMM-Glukose-Nitrat 

FMD SD-Medium (2 % Glycerin) SD-Medium (1 % Methanol) 

Für die Selektion der Transformanden wurden die Zellen in 2 ml Medium in einer  

24er Deepwellplatte bei 350 Umdrehungen pro Minute im Schüttelschrank inkubiert. 
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Die Zellen wurden zum Wechsel des Mediums zentrifugiert („Eppendorf Centrifuge“, 

3 000 x g, 10 min, 22 °C), der Überstand dekantiert und ein neues Medium den Hefe-

zellen zugesetzt. Nach der Produktionsphase wurden die Transformanden geerntet, ge-

waschen und analysiert bzw. bei -20 °C gelagert. 

2.2.2.5 Stabilisierung der integrierten Transformationskassette 

Die Stabilisierung erfolgte nach einer modifizierten Prozedur von Klabunde et al. [162] 

über einen Zeitraum von drei Wochen in 500 µl Medium (vgl. Abschnitt 2.2.2.1) in 

einer 96er Deepwellplatte. Die ersten sieben Passagen fanden in selektivem Medium 

(HMM-Glukose-Ammonium bzw. SD-Medium mit 2 % Glukose) in einem 48-stün-

digen Intervall statt. Die Inokulation einer Passage erfolgte unter Verwendung von 

jeweils 10 µl der vorangegangenen Kultur. Danach wurden zwei Passagen in nicht-

selektivem Medium (HVM) in einem 24-stündigen Intervall und abschließend eine 

Kultivierung in selektivem Medium durchgeführt. Die Hefen wurden auf selektivem 

Medium ausgetropft und bei 4 °C gelagert. 

2.2.3 Wachstumsüberwachung mit Hilfe der optischen Dichte 

Die Ermittlung der optischen Dichte (OD600 nm) der Hefezellen erfolgte mit Einmal-

küvetten oder in den Wells einer 96er Mikrotiterplatte. Nach einem Schüttelintervall 

von 10 Sekunden wurden die Proben bei einer Wellenlänge von 600 nm in einem 

Spektrophotometer gemessen [163]. Bei hoher Zelldichte wurde eine Verdünnung der 

Zellen hergestellt. 

2.2.4 Trockengewicht (TG) der Zellen 

Das Trockengewicht der Hefezellen wurde mit Hilfe einer 1 ml-Probe bestimmt. Nach 

der Entnahme der Probe wurde diese zweimal mit destilliertem Wasser gewaschen und 

anschließend getrocknet, bis keine Veränderung der Masse mehr feststellbar war [164]. 

2.2.5 Mikroskopie von Hefezellen 

Die mikroskopischen Aufnahmen der Hefezellen entstanden mit einem konfokalen 

Laser-Scanning-Mikroskop („CLSM Zeiss LSM 510 META“, Jena, Deutschland), das 

mit Differentialinterferenzkontrast ausgestattet war. Ein hochauflösendes Wasserob-
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jektiv (63x NA 1.2) mit einem Zoomfaktor von 4 führte zu einer maximalen Auflösung 

der Bilder mit 512 x 512 Pixel. 

2.2.6 Färbung der Hefezellen durch Uratoxidase-Aktivität 

Die Färbung der Transformanden durch Uratoxidase-Aktivität erfolgte mit frischem 

Zellmaterial. Die Kultivierung der Hefen fand in Petrischalen mit HMM-Glukose-Nitrat 

oder -Ammonium (vgl. Tab. 2-7) für 24 h statt. Im Anschluss wurden die Hefezellen auf 

Blotting-Papier B002 (580 x 600 mm, Heinemann Labortechnik GmbH, Göttingen, 

Deutschland) gestempelt und für 60 min bei 37 °C mit einer Färbelösung behandelt. Bei 

der Färbelösung handelte es sich um eine Modifikation nach Dmytruk et al. [129] 

[10 ml Natrium-Borat-Puffer/0,1 mol l-1/pH 8,8; 8 U Meerrettich-Peroxidase; 0,05 % 

(w/v) � -Dianisidin; 0,1 % (w/v) Digitonin; 0,01 % (w/v) Harnsäure]. 

2.3 Molekularbiologische Methoden für den Umgang mit DNA 

2.3.1 Polymerasekettenreaktion (PCR) 

Die PCR [165] fand Verwendung bei der Amplifikation von DNA-Sequenzen ent-

sprechend der Angaben des Herstellers für die Klonierung von Genen, zur Herstellung 

von DNA-Sonden sowie zur Kontrolle von DNA-freier RNA bzw. der cDNA-Synthese. 

Das Temperatur- und Zeitregime der einzelnen PCR-Schritte sowie die Anzahl der 

Zyklen richteten sich nach den Schmelztemperaturen der Oligonukleotide, der Länge 

der amplifizierten DNA-Sequenz und der verwendeten Polymerase. 

Für Klonierungsarbeiten wurde die „DreamTaqTM Green DNA Polymerase“ (Thermo 

Fisher Scientific Inc., Waltham, USA) benutzt. Die Herstellung der DNA-Sonde 

erfolgte mit dem „PCR DIG Probe Synthesis“-Kit von Roche Applied Science (Mann-

heim, Deutschland). Der „KAPA2GTM Fast 2 x Ready“-Mix von peqlab (Erlangen, 

Deutschland) fand Anwendung bei der Kontrolle von DNA-freier RNA bzw. der 

cDNA-Synthese. 

2.3.2 DNA-Verdau durch Restriktionsendonukleasen (REN) 

Die Restriktion von Plasmid-DNA oder anderen DNA-Fragmenten erfolgte nach den 

Herstellerangaben mit herkömmlichen oder „FastDigest®“-REN von Thermo Fisher 
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Scientific Inc. (Waltham, USA). Ein DNA-Verdau mit mehreren REN wurde ebenfalls 

nach den Herstellerangaben durchgeführt. 

2.3.3 Dephosphorylierung von Plasmid-DNA 

Die Religation von Vektor-DNA wurde durch Entfernung der 5‘-terminalen Phosphat-

gruppe mit einer alkalischen Phosphatase („alkaline Phosphatase, Calf Intestinal, CIP“, 

New England BioLabs® Inc., Ipswich, USA) vermieden. Die Vorgehensweise ist den 

Herstellerangaben zu entnehmen. 

2.3.4 DNA-Gelelektrophorese 

Die DNA-Gelelektrophorese fand in einem horizontalen Agarosegel [0,8 bis 1,5 % 

(w/v) Agarose; 0,01 % (v/v) Ethidiumbromid] in Geräten der Firma Bio-Rad Labora-

tories (Hercules, USA) statt [150]. Als Laufpuffer wurde TBE-Puffer [0,1 mol l-1 Tris/ 

pH 8,3; 90 mmol l-1 Borsäure; 2,5 mmol l-1 EDTA] verwendet. Die DNA-Proben 

wurden im Verhältnis von 3:1 mit Probenpuffer [50 % (w/v) Glycerin; 10 mmol l-1 Tris; 

0,05 % (w/v) SDS; 0,2 % (w/v) Bromphenolblau] vermischt, bevor das Gemisch in die 

Slots des Agarosegels aufgetragen und bei 80 bis 100 V elektrophoretisch getrennt 

wurde. Als DNA-Größenmarker wurde „GeneRulerTM DNA Ladder“-Mix (Thermo 

Fisher Scientific Inc., Waltham, USA) genutzt. Die Auswertung erfolgte mit UV-Licht 

(Gene Genius, SynGene, Cambridge, Großbritannien). 

2.3.5 DNA-Extraktion aus Agarosegel und Reinigung der DNA nach einer PCR 

Die DNA-Extraktion aus dem Agarosegel (vgl. Abschnitt 2.3.4) sowie die Reinigung 

der DNA-Fragmente nach einer PCR (vgl. Abschnitt 2.3.1) wurde mit dem „Nucleo 

Spin® Extract II“-Kit von Macherey-Nagel (Düren, Deutschland) nach den Angaben des 

Herstellers durchgeführt. 

2.3.6 DNA-Ligation 

Die DNA-Ligation wurde mit der T4-DNA-Ligase (Thermo Fisher Scientific Inc., 

Waltham, USA) ausgeführt. Dazu wurden das DNA-Fragment und der Vektor nach 

deren Restriktion (vgl. Abschnitt 2.3.2) und der Dephosphorylierung der Vektor-DNA 

(vgl. Abschnitt 2.3.3) mit Ligase-Puffer und T4-DNA-Ligase versehen und für 10 Mi-
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nuten bei 22 °C oder für 16 Stunden bei 12 °C inkubiert, um ein rekombinantes DNA-

Molekül zu erhalten. 

2.3.7 Transformation von Plasmid-DNA in E. coli 

Nach der Methode von Inoue et al. [166] begann die Herstellung von kompetenten 

E. coli-Zellen mit der Kultivierung einer E. coli-Vorkultur in 250 ml SOB-Medium 

[2 % (w/v) Trypton; 0,5 % (w/v) Hefeextrakt; 0,05 % (w/v) NaCl; 0,015 % (w/v) KCl; 

10 mmol l-1 MgCl2 x 6 H2O; 10 mmol l-1 MgSO4 x 7 H2O] bei 18 °C auf eine OD600 nm 

von 0,55. Nach der Inkubation der Kultur für 10 min auf Eis und der Zentrifugation bei 

2 500 x g (10 min, 4 °C) wurde das Zellpellet mit 50 ml kaltem TB-Puffer [10 mmol l-1 

Pipes/pH 6,7/KOH; 55 mmol l-1 MnCl2; 15 mmol l-1 CaCl2; 250 mmol l-1 KCl] schüt-

telnd resuspendiert und erneut zentrifugiert. Das trockene Pellet wurde in 20 ml kaltem 

TB-Puffer mit 1,5 ml Dimethylsulfoxid gelöst, 10 min auf Eis inkubiert, aliquotiert und 

bei -80 °C gelagert. 

Den kompetenten E. coli-Zellen wurde der Ligationsansatz (vgl. Abschnitt 2.3.6) zuge-

setzt. Nach einer 30-minütigen Inkubation auf Eis, wirkte ein Hitzeschock bei 42 °C für 

maximal 90 Sekunden und ein Kälteschock auf Eis für 2 min auf die Zellen bevor die 

Zellen mit Regenerationsmediums SOC [SOB-Medium; 1,6 % (w/v) Glukose] ver-

sehen, für 30 min bei 37 °C geschüttelt und schließlich auf LB-Medium mit den ent-

sprechenden Antibiotika (vgl. Abschnitt 2.2.1) ausplattiert und kultiviert wurden. 

2.3.8 Transformation von DNA in A. adeninivorans G1212 

Die Herstellung kompetenter A. adeninivorans G1212-Zellen erfolgte nach einer modi-

fizierten Methode von Faber et al. [167]. Eine Vorkultur mit A. adeninivorans G1212 

wurde in 200 ml HVM mit 0,005 % (w/v) Tryptophan bis zu einer OD600 nm 0,9 bis 1,0 

kultiviert. Die Zellen wurden zentrifugiert (3 000 x g, 5 min, 22 °C), das Pellet in 

10 ml Natrium-Phosphat-Puffer (50 mmol l-1/pH 7,5) mit 25 mmol l-1 DTT resuspen-

diert, für 20 min bei 30 °C inkubiert und erneut zentrifugiert. Das in 50 ml STM-Puffer 

[270 mmol l-1 Saccharose; 10 mmol l-1 Tris/pH 7,5/HCl; 1 mmol l-1 MgCl2 x 6 H2O] 

aufgenommene Pellet wurde zentrifugiert und stufenweise in 25 ml bzw. in 0,25 ml 

STM-Puffer gelöst. Die aliquotierten kompetenten Zellen wurden bei -80 °C gelagert. 
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Die integrative Transformation von 1 bis 3 µg linearer, gereinigter DNA in kompetente 

A. adeninivorans G1212-Zellen erfolgte nach einer modifizierten Methode von Rösel 

und Kunze [168]. Die DNA wurde zusammen mit 0,1 mg Carrier-DNA (Herings-

sperma-DNA, 5 min, 95 °C) zu den kompetenten Zellen gegeben, bevor diese kräftig 

(5 min, 30 °C) geschüttelt, mit Transformationspuffer 1 [40 % PEG 1000; 0,2 mol l-1 

Bicine/pH 8,35/NaOH] vermischt und für 1 Stunde bei 30 °C inkubiert wurden. Nach-

folgend wurden die Zellen zentrifugiert (3 000 x g, 5 min, 22 °C), in 1 ml Transforma-

tionspuffer 2 [0,15 mol l-1 NaCl; 10 mmol l-1 Bicine/pH 8,35/NaOH] resuspendiert, 

erneut zentrifugiert und in 400 µl Transformationspuffer 2 aufgenommen. Die Zellen 

wurden ausplattiert auf Petrischalen mit HMM-Glukose-Ammonium mit 0,3125 µg 

Tryptophan ml-1 (vgl. Abschnitt 2.2.2.1) und kultiviert. 

2.3.9 Transformation von DNA in H. polymorpha RB11 

Die Herstellung kompetenter H. polymorpha RB11-Zellen basierte auf der Methode von 

Faber et al. [167]. Eine Vorkultur mit H. polymorpha RB11-Zellen wurde in 200 ml 

HVM mit 0,005 % (w/v) Uracil bis zu einer OD600 nm von 0,9–1,0 kultiviert, bevor die 

Zellen zentrifugiert (3 000 x g, 5 min, 22 °C) wurden, und das Pellet in 10 ml Natrium-

Phosphat-Puffer (50 mmol l-1/pH 7,5) mit 25 mmol l-1 DTT resuspendiert und 20 min 

bei 37 °C inkubiert wurde. Nach dreimaliger Zentrifugation wurde das Pellet in 50 ml, 

25 ml bzw. 0,25 ml STM-Puffer [270 mmol l-1 Saccharose; 10 mmol l-1 Tris/pH 7,5/ 

HCl; 1 mmol l-1 MgCl2 x 6 H2O] gelöst. Die aliquotierten Zellen wurden bei -80 °C 

gelagert. 

Die integrative Transformation erfolgte mit 1 bis 3 µg linearer, gereinigter DNA in 

einer Porationsküvette („Gene Pulser® Cuvette“, Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA) 

bei 2,0 kV, 25 µF und 200 �  („Gene PulserTM“, Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA). 

Anschließend wurden die Zellen in 1 ml HVM für 1 h bei 37 °C und 800 Umdrehungen 

pro Minute in einem Thermomixer inkubiert, zweimal zentrifugiert (1 500 x g, 2 min, 

22 °C) und in 1 ml bzw. 400 µl destilliertem Wasser resuspendiert. Die Zellen wurden 

auf Petrischalen mit SD-Medium (vgl. Abschnitt 2.2.2.1) ausplattiert und kultiviert. 
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2.3.10 DNA-Präparation 

2.3.10.1 Minipräparation von E. coli-Plasmid-DNA 

Für die Isolation der Plasmid-DNA aus E. coli fanden die Lösungen von Qiagen 

(Hilden, Deutschland) Verwendung. Das Zellpellet einer 2 ml-E. coli-Kultur wurde in 

200 µl Puffer 1 (4 °C mit 20 µg ml-1 RNase A) auf dem Vortexer resuspendiert, bevor 

die Zugabe von 200 µl Puffer 2 erfolgte. Nach einer Inkubation (3 min, 22 °C) wurden 

dem Gemisch 200 µl Puffer 3 (4 °C) zugesetzt, der Reaktionsansatz durch Invertieren 

homogenisiert, auf Eis inkubiert (5 min) und zentrifugiert (10 000 x g, 20 min, 4 °C). 

Der klare Überstand wurde entnommen, mit 350 µl Isopropanol vermischt und nach 

einer Inkubation (2 min, 22 °C) erneut zentrifugiert (10 000 x g, 25 min, 4 °C). Das 

Pellet wurde mit 70 %-igem Ethanol gewaschen. Der Alkohol wurde durch Zentri-

fugation (10 000 x g, 3 min, 4 °C) und Trocknung entfernt. Die DNA wurde mit 50 µl 

destilliertem Wasser gelöst. 

2.3.10.2 Midipräparation von E. coli-Plasmid-DNA 

Die Isolation erfolgte mit dem „Plasmid DNA Purification (NucleoBond® Xtra Midi/ 

Maxi)“-Kit nach den Angaben des Herstellers Macherey-Nagel (Düren, Deutschland). 

2.3.10.3 Isolation genomischer DNA aus Hefen 

Die genomische DNA wurde nach einer modifizierten Methode von Hoffman und 

Winston [169] aus 2 ml Hefezellen einer HVM-Kultur isoliert, mit 500 µl destilliertem 

Wasser gewaschen und schließlich in 200 µl Extraktionspuffer [10 mmol l-1 Tris/pH 

8,0; 100 mmol l-1 NaCl; 1 mmol l-1 EDTA; 2 % (w/v) Triton X-100; 1 % (w/v) SDS] 

gelöst. Dem Reaktionsansatz wurden etwa 50 mg Silikakugeln und 200 µl Phenol/ 

Chloroform/Isoamylalkohol (25:24:1, pH 7,5) zugesetzt, bevor das Gemisch 1 min 

durch einen Vortexer homogenisiert wurde. Nach der Zugabe von 200 µl TE-Puffer 

[10 mmol l-1 Tris/pH 8,0; 1 mmol l-1 EDTA] wurde die Probe erneut gevortext und 

schließlich zentrifugiert (10 000 x g, 5 min, 4 °C). Von der oberen Phase wurden 400 µl 

abgenommen, mit 100 µl Qiagen Puffer 1 (Hilden, Deutschland) versetzt, alles 10 min 

bei 22 °C inkubiert und erneut zentrifugiert. Die Proben wurden mit 500 µl Isopropanol 

und 50 µl Natrium-Acetat (3 mol l-1) versehen, bevor ein Zentrifugationsschritt erfolgte. 
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Die DNA wurde mit 100 µl 80 %-igem Ethanol gewaschen, an der Luft getrocknet und 

in 50 µl destilliertem Wasser resuspendiert. 

2.3.11 Konzentrationsbestimmung DNA 

Die Konzentration und die Qualität der gereinigten DNA wurden mit dem Picodrop 

ermittelt. 

2.3.12 Southern-Blot-Analyse 

Der Nachweis der stabilen Integration von DNA in die genomische DNA erfolgte mit 

Hilfe einer Southern-Blot-Analyse. Dafür wurden 5 µg genomische DNA (vgl. Ab-

schnitt 2.3.10.3) mit REN (vgl. Abschnitt 2.3.2) verdaut, Probenpuffer zugesetzt und 

elektrophoretisch getrennt (vgl. Abschnitt 2.3.4). Das DNA-Gel wurde für 10 min in 

0,2 mol l-1 HCl geschüttelt und in Transferpuffer [0,4 mol l-1 NaOH; 1 mol l-1 NaCl] 

überführt. Die Nylonmembran (Porengröße 0,45 mm, Qiagen, Hilden, Deutschland) 

wurde in Transferpuffer befeuchtet. Der Blot-Vorgang erfolgte mittels Kapillarblot 

[150] über 16 h. Im Anschluss wurde die Nylonmembran in Neutralisationspuffer 

[0,5 mol l-1 Tris/pH 7,2/HCl; 1 mol l-1 NaCl] geschüttelt und luftgetrocknet. 

Für die Hybridisierung wurde die Nylonmembran in SSC-Puffer [75 mmol l-1 NaCl; 

7,5 mmol l-1 Natrium-Citrat] geschüttelt und in „Roti®-Hybriquick“-Lösung (Carl Roth 

GmbH, Karlsruhe, Deutschland) für 3 h bei 63 °C mit denaturierter Heringssperma-

DNA (5 min, 95 °C) prähybridisiert. Die Hybridisierung erfolgte mit der hitzedenatu-

rierten DNA-Sonde (vgl. Abschnitt 2.3.1) für 16 h bei 63 °C unter leichtem Schütteln. 

Das Waschen der Membran wurde entsprechend der Herstellerangaben (Roti®-Hybri-

quick) bei 63 °C durchgeführt. Das Signal wurde mit dem „DIG Nucleic Acid Detec-

tion“-Kit von Roche Applied Science (Mannheim, Deutschland) detektiert. Für die 

Farbsubstratlösung wurde eine NBT/BCIP-Tablette von Roche Applied Science im 

Detektionspuffer gelöst. 

2.3.13 DNA-Sequenzierung 

Für die Sequenzierung wurde 1 µl Plasmid-DNA [0,5 bis 1 ng, 1:20 (v/v) in destil-

liertem Wasser] verwendet. Vor der Sequenzierung erfolgte eine TempliPhi®-Amplifi-

zierung. Die Sequenzierung wurde in der Arbeitsgruppe Transkriptomanalyse im IPK 
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(Gatersleben, Deutschland) durchgeführt. Die Auswertung der DNA-Sequenzen erfolgte 

mit der „Vector NTI®“-Software von Invitrogen AG (Carlsbad, USA). 

2.4 Molekularbiologische Methoden für den Umgang mit RNA 

2.4.1 Präparation der Gesamt-RNA 

Die kultivierten A. adeninivorans LS3-Zellen (vgl. Abschnitt 2.2.2.3) wurden mit 

0,1 % (v/v) DEPC-Wasser gewaschen, bei -80 °C gelagert und die RNA nach einer 

modifizierten Methode von Logemann et al. [170] isoliert. Der Aufschluss der Hefe-

zellen erfolgte mit 500 µl Silikakugeln und 500 µl Extraktionspuffer [8 mol l-1 Guani-

din-Hydrochlorid/pH 7,0; 20 mmol l-1 MES; 20 mmol l-1 EDTA; 1,25 % (v/v) � -Mer-

captoethanol] für 2 min bei 30 Hz in einer Schwingmühle. Anschließend wurde der 

Reaktionsansatz zentrifugiert (10 000 x g, 3 min, 4 °C), mit 500 µl Extraktionspuffer 

und 500 µl Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol (25:24:1, pH 4,5) versetzt, durch Vor-

texen homogenisiert und zentrifugiert (10 000 x g, 15 min, 4 °C). Die oberste Phase 

wurde nach zweimaliger Behandlung mit Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol abge-

nommen, mit 50 µl 1 mol l-1 Essigsäure und 1 ml 70 %-igem Ethanol durch Invertieren 

homogenisiert und für 10 min auf Eis inkubiert. Nach einer zehnminütigen Zentri-

fugation (10 000 x g, 4 °C) wurde der Überstand verworfen und das Pellet zweimal mit 

600 µl Natrium-Acetat (3 mol l-1/pH 5,2/Essigsäure) und einmal mit 70 %-igem Ethanol 

gewaschen. Das luftgetrocknet Pellet wurde in 30 µl 0,1 % (v/v) DEPC-Wasser resus-

pendiert. 

2.4.2 Konzentrationsbestimmung RNA 

Die Konzentration und die Qualität der gereinigten RNA wurden mit dem Picodrop 

ermittelt. Der Quotient OD260 nm/OD280 nm sollte einen Wert von 1,7 bis 2,0 aufweisen. 

2.4.3 RNA-Gelelektrophorese 

Für die gelelektrophoretische Auftrennung der RNA wurde 1,2 % (w/v) Agarose in 

75 ml 0,1 % (v/v) DEPC-Wasser gelöst, das Gemisch auf 50 °C temperiert und 10 ml 

MEN-Puffer [200 mmol l-1 MOPS; 5 mmol l-1 EDTA; 80 mmol l-1 Natrium-Acetat] 

sowie 16,2 ml 37 %-iges vorgewärmtes Formaldehyd zugesetzt. Das Gel wurde in einen 
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horizontalen Gelgießständer der Firma BioRad (München, Deutschland) gegossen 

[150]. Als Elektrophoresepuffer wurde MEN-Puffer im Verhältnis 1:10 mit destil-

liertem Wasser verwendet. 

Zur Probenvorbereitung wurde die RNA mit 2 µl MEN-Puffer, 2 µl 37 %-igem 

Formaldehyd und 8 µl Formamid versehen. Das Gemisch wurde für 15 min bei 65 °C 

inkubiert, abgekühlt, zentrifugiert (10 000 x g, 15 s, 4 °C) und mit 1 µl Ethidiumbromid 

ergänzt. Als Marker wurde „RNA Ladder High Range“-Mix (Thermo Fisher Scientific 

Inc., Waltham, USA) entsprechend der Angaben des Herstellers genutzt. 

2.4.4 DNase I-Behandlung und Präzipitation der RNA 

Die RNA-Probe wurde durch eine „DNase I“-Behandlung (Thermo Fisher Scientific 

Inc., Waltham, USA) für 30 min bei 37 °C von genomischer DNA befreit. Die Reaktion 

wurde durch den Zusatz von 1 mmol l-1 EDTA und einer Inkubation für 10 min bei 

65 °C gestoppt. Die RNA-Extraktion erfolgte nach Zugabe von Phenol/Chloroform 

(5:1) in einem Zentrifugationsschritt (2 000 x g, 5 min, 4 °C). Die obere Phase wurde 

abgenommen, mit 96 %-igem Ethanol gewaschen und getrocknet in einer „DNA Speed 

Vac DNA 100“-Vakuumzentrifuge (Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, USA) 

[171]. Eine Kontroll-PCR überprüfte die erfolgreiche Entfernung der genomischen 

DNA (vgl. Abschnitt 2.3.1). 

2.4.5 cDNA-Synthese 

Die cDNA-Synthese aus der mRNA erfolgte mit dem „First Strand cDNA Synthesis“-

Kit (Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, USA) entsprechend der Angaben des 

Herstellers. Die synthetisierte cDNA wurde mit einer PCR (vgl. Abschnitt 2.3.1) 

kontrolliert. 

2.4.6 Quantifizierung der mRNA durch Real-Time-PCR 

Die Quantifizierung der mRNA erfolgte mit der synthetisierten, verdünnten cDNA (vgl. 

Abschnitt 2.4.5). Dafür wurde der „POWER SYBR® Green PCR“-Master-Mix (Applied 

Biosystems Inc., Forster City, USA) in einem „ABI PRISM 7700 Sequence Detection“-

System (Applied Biosystems Inc., Forster City, USA) für die zu untersuchenden Gene 

sowie die konstitutiv exprimierten Referenzgene (AHSB4 [156], ALG9, TEF1 [160], 
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TFIID) genutzt. In Tabelle 2-5 sind die verwendeten Oligonukleotide aufgelistet. Zur 

Überprüfung der Reinheit wurden Kontrollen mit Wasser bzw. RNA anstelle des 

cDNA-Templates durchgeführt. Die Real-Time-PCR-Effizienzrate für jedes Oligonuk-

leotidpaar wurde mit einer Serie verdünnter cDNA ermittelt. Das nach Hellemans et al. 

[172] modifizierte mathematische Model von Pfaffl [173] wurde zur Bestimmung der 

relativen Transkriptakkumulation verwendet. 

2.5 Biochemische Methoden 

2.5.1 Präparation von Proteinen aus Hefen 

Die Präparation der intrazellulären Proteine aus den Hefezellen erfolgte nach der Ab-

trennung des Kultivierungsmediums (vgl. Abschnitt 2.2.2.3 bzw. 2.2.2.4). Das Zell-

pellet einer 2 ml-Probe wurde in 500 µl Kalium-Phosphat-Puffer [100 mmol l–l; pH 6,5 

für Agdap bzw. pH 8,0 für Auoxp] aufgenommen, mit 500 µl Silikakugeln versehen 

und für 3 min bei 30 Hz in einer Schwingmühle geschüttelt. Das Zellpellet größerer 

Volumina wurde in flüssigen Stickstoff eingefroren, durch Mörsern aufgeschlossen und 

aufgetaut. Die Zelltrümmer beider Aufschlussmethoden wurde durch zweimalige Zen-

trifugation (11 000 x g, 10 min, 4 °C) vom Zellextrakt abgetrennt. Der Überstand wurde 

für die nachfolgenden Analysen verwendet oder bei -20 °C gelagert. 

2.5.2 Quantitative Bestimmung des Proteingehaltes 

Der „Bio-Rad Protein“-Assay (Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA) wurde zur 

Quantifizierung des Proteingehaltes nach der von Bradford beschriebenen Methode 

[174] benutzt. Anhand einer Eichkurve mit Rinderserumalbumin als Standardprotein 

wurde der Proteingehalt der Probe ermittelt. 

2.5.3 Methoden zur Proteinanalyse 

2.5.3.1 SDS-PAGE und Coomassie-Blau Färbung 

Die Herstellung der SDS-Polyacrylamidgele (SDS-Gele) erfolgte nach Laemmli [175]. 

Die Endkonzentration im Trenngel war 12 % Acrylamid [Rotiphorese® Gel 40 (37,5:1) 

40 % Acrylamid:Bisacrylamid-Stammlösung im Verhältnis 37,5:1; Carl Roth GmbH, 

Karlsruhe, Deutschland], 375 mmol l-1 Tris/pH 8,8/HCl und 0,1 % SDS. Das Sammel-
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gel enthielt 5 % Acrylamid, 125 mmol l-1 Tris/pH 6,8/HCl und 0,1 % SDS. Für die 

Polymerisation der Gele wurde 0,1 % TEMED und 0,1 % APS den Gemischen 

zugesetzt. 

Die Proteinproben wurden mit Probenpuffer [25 mmol l-1 Tris/pH 6,8/HCl; 4 % SDS; 

20 % Glycerol; 10 % � -Mercaptoethanol; 0,2 % Bromphenolblau] im Verhältnis 3:1 

verdünnt, hitzedenaturiert (5 min, 95 °C), zentrifugiert (11 000 x g, 3 min, 4 °C) und auf 

das SDS-Gel aufgetragen. Die SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese (PAGE) fand mit 

SDS-PAGE-Puffer [0,2 mol l-1 Glycin; 25 mmol l-1 Tris/pH 8,3; 0,1 % SDS] in „Mini 

Protean II“- (Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA) oder „Perfect BlueTM Twin ExW 

S“-Apparaten (peqlab, Erlangen, Deutschland) entsprechend der Herstellerangaben statt. 

Als Protein-Größenmarker wurde „Page RulerTM Prestained Protein“-Ladder (Thermo 

Fisher Scientific Inc., Waltham, USA) verwendet. 

Die Proteine wurden mit „Coomassie based Instant Blue“-Lösung (Expedeon, Harsten, 

Großbritannien) nach den Angaben des Herstellers gefärbt. 

2.5.3.2 Western-Blot und Immunodetektion 

Der Transfer der Proteine eines SDS-Gels (vgl. Abschnitt 2.5.3.1) auf eine Poly-

vinylidenfluorid-Membran (PVDF-Membran, Porengröße 0,45 µm, Millipore Corpo-

ration, Billerica, USA) erfolgte in einem „Mini Protean II“-Apparat (Bio-Rad Labora-

tories, Hercules, USA) gefüllt mit Western-Blot-Transferpuffer [25 mmol l-1 Tris/pH 

8,3/HCl; 192 mmol l-1 Glycin; 20 % (v/v) Methanol] bei 100 mA über mindestens 2 h 

[176]. 

Die PVDF-Membran wurde nach dem Western-Blot entsprechend der Angaben des 

Herstellers des „Monoclonal Anti-polyHistidine“-Antikörpers (Anti-His, produziert in 

Maus, Sigma-Aldrich, St. Louis, USA) sowie des sekundären „Anti-Maus IgG-Alkaline 

Phosphatase“-Antikörpers (Sigma-Aldrich, St. Louis, USA) behandelt. Für die 

Immunodetektion wurde eine gelöste NBT/BCIP-Tablette von Roche Applied Science 

(Mannheim, Deutschland) verwendet. 

2.5.3.3 Native PAGE und Färbung der Uratoxidase 

Die native PAGE erfolgte nach der Prozedur von Wang und Marzluf [177]. Die 

Endkonzentration im Trenngel war 7,5 % Acrylamid [Rotiphorese® Gel 40 (37,5:1) 
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40 % Acrylamid:Bisacrylamid-Stammlösung im Verhältnis 37,5:1; Carl Roth GmbH, 

Karlsruhe, Deutschland] und 90 mmol l-1 Tris/pH 8,9/HCl. Das Sammelgel enthielt 4 % 

Acrylamid und 55 mmol l-1 Tris/pH 6,9/HCl. Zur Polymerisation wurden 0,05 % 

TEMED und 0,05 % APS zugesetzt. 

Die Proteinproben wurden mit nativen Probenpuffer [5 mmol l-1 Tris/pH 8,2/HCl; 40 % 

Glycerol; 0,02 % Bromphenolblau] im Verhältnis 3:1 verdünnt und auf das native 

Polyacrylamidgel aufgetragen. Die native PAGE fand mit PAGE-Puffer [40 mmol l-1 

Glycin; 5 mmol l-1 Tris/pH 8,2] in „Mini Protean II“-Apparaten (Bio-Rad Laboratories, 

Hercules, USA) bei 10 mA statt. Als Protein-Größenmarker wurde der „High Molecular 

Weight Calibration“-Kit (GE Healthcare Bio-Sciences AB, Uppsala, Schweden) 

verwendet. 

Die Färbung der Uratoxidase im nativen Polyacrylamidgel wurde nach der Methode von 

Wang und Marzluf [177] durchgeführt. Das native Polyacrylamidgel wurde nach der 

Auftrennung der Proteine für 1 h bei 37 °C in einer Färbelösung [0,1 mol l-1 Tris/pH 

8,6/HCl; 2 mmol l-1 Harnsäure; 0,002 % (w/v) Phenazinmethosulfat; 0,02 % (w/v) 

NBT] inkubiert, bis eine Verfärbung erkennbar war. 

2.5.4 Reinigung der intrazellulären Proteine 

2.5.4.1 Herstellung eines klaren Proteinextrakts 

Für die Reinigung intrazellulärer Proteine wurde das Zellpellet einer induzierten Kultur 

(vgl. Abschnitt 2.2.2.3) [Guanin-Deaminase: HMM-Glukose-Hypoxanthin (5 mmol l-1) 

6 h; Uratoxidase: HMM-Glukose-Harnsäure (5 mmol l-1) 8 h] aufgeschlossen (vgl. Ab-

schnitt 2.5.1). Für die Reinigung der Guanin-Deaminase wurde der Proteinextrakt mit 

Hitze (30 min, 60 °C) behandelt und die hitzelabilen Proteine durch Zentrifugation ab-

getrennt (10 000 x g, 15 min, 4 °C). 

2.5.4.2 Anionenaustauschchromatographie an DEAE-Sepharose 

Der klare Proteinextrakt wurde auf eine aktivierte DEAE-Sepharose-Säule aufgetragen 

und 15 min mit Puffer A [50 mmol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer/pH 7,4] gespült. Im 

Anschluss wurde für eine Stunde ein linearer Gradient von 0 bis 100 % Puffer B 

[50 mmol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer/pH 7,4; 0,5 mol l-1 KCl] gefahren. Die Säule lief 

mit einer Durchflussrate von 0,8 ml min-1. Eine Fraktion wurde über einen Zeitraum 
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von 3 min gesammelt. Die enzymatischen Aktivitäten der Guanin-Deaminase (vgl. Ab-

schnitt 2.5.6.1) bzw. Uratoxidase (vgl. Abschnitt 2.5.6.2) wurden in den einzelnen 

Fraktionen ermittelt. Die Fraktionen mit erhöhter Enzymaktivität wurden vereint und 

mittels Lyophilisation (Gefriertrocknungsanlage, Christ® BETA 1-8, Osterrode, 

Deutschland) auf einen Milliliter eingeengt. 

2.5.4.3 FPLC-Gelfiltration 

Die Proteine wurden anhand ihrer nativen molekularen Masse über eine SuperdexTM-

200-Säule (HiLoadTM 16/60, GE Healthcare Bio-Sciences AB, Uppsala, Schweden) in 

einem „BioLogic FPLC“-System (Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA) getrennt. Die 

Eichung der Säule erfolgte mit blauem Dextran (2 000 kDa), Ferritin (443 kDa), 

Katalase (232 kDa), Rinderserumalbumin (67 kDa) und Ovalbumin (42,8 kDa). Die 

Säule wurde mit dem Laufpuffer [150 mmol l-1 NaCl; 50 mmol l-1 Natrium-Phosphat-

Puffer/pH 7,4] über 150 min mit einer Flussrate von 1 ml min-1 gespült. Eine Frak(vgl. 

Tab. tion wurde über einen Zeitraum von 60 s gesammelt. Die Enzymaktivität der 

Guanin-Deaminase (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) bzw. Uratoxidase (vgl. Abschnitt 2.5.6.2) 

wurde ermittelt. Die Fraktionen mit einer erhöhten Aktivität wurden vereint. 

2.5.4.4 Reinigung rekombinanter Proteine über den His-Tag 

Für die Reinigung der rekombinanten Proteine mit His-Tag wurden die Transformanden 

in 250 ml HMM-Glukose-Nitrat (vgl. Abschnitt 2.2.2.4) für 24 h kultiviert und in 10 ml 

0,1 mol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer (pH 6,5 für Agdap bzw. pH 8,0 für Auoxp) auf-

geschlossen (vgl. Abschnitt 2.5.1). Der Proteinextrakt wurde entsprechend der Her-

stellerangaben mit 20 ml Bindepuffer [20 mmol l-1 Tris/pH 7,9; 0,5 mol l-1 NaCl; 

5 mmol l-1 Imidazol] und 1 ml „Ni-NTA His Bind“-Agarose (Novagen, Madison, USA) 

vermischt und für mindestens 90 min schüttelnd auf Eis inkubiert. 

Das Gemisch wurde in eine Säule dekantiert. Nach 30 min wurde die Säule geöffnet, 

der Durchlauf gesammelt und erneut über die Säule gereinigt. Mit 40 ml Bindepuffer 

und 40 ml Waschpuffer [20 mmol l-1 Tris/pH 7,9; Imidazol (20 mmol l-1 für Guanin-

Deaminase und 100 mmol l-1für Uratoxidase); 0,5 mol l-1 NaCl;] wurde die Säule in 

aufeinanderfolgenden Schritten gespült. Die Elution erfolgte in fünf Schritten mit je 

einem Milliliter Elutionspuffer [20 mmol l-1 Tris/pH 7,9; 0,5 mol l-1 NaCl; 1 mol l-1 

Imidazol]. Die Eluate wurden durch eine Dialyse gegen 50 mmol l-1 Kalium-Phosphat-



KAPITEL 2 – MATERIAL UND METHODEN 

38 

Puffer (12 h) oder mit „PD-10 Desalting“-Säulen (GE Healthcare Bio-Sciences AB, 

Uppsala, Schweden) vom Imidazol befreit. 

2.5.5 Ermittlung der intrazellulären Lokalisation der Enzyme in der Hefezelle 

Die intrazelluläre Lokalisation der Proteine innerhalb der Hefelzelle wurde mit Zellen 

einer 50 ml-Kultur und einer OD600 nm von 0,9 bis 1,2 (vgl. Abschnitt 2.2.3) bestimmt. 

A. adeninivorans LS3 wurde dafür in HMM-Glukose-Adenin (2,5 mmol l-1) und die 

Transformanden in HMM-Glukose-Nitrat kultiviert. Die Zellen wurden durch Zentri-

fugation (5 000 x g, 5 min, 22 °C) geerntet, in 10 ml physiologischer Kochsalzlösung 

[0,9 % (w/v) NaCl] gewaschen und nach der Resuspension in 10 ml VBM-Puffer 

[5 mmol l-1 EDTA; 10 mmol l-1 Tris/pH 9,0/HCl; 1 % � -Mercaptoethanol] für 10 min 

bei 22 °C inkubiert, bevor die Zellen erneut zweimal mit 10 ml physiologischer Koch-

salzlösung gewaschen wurden [178]. Die Zellen wurden zentrifugiert (5 000 x g, 5 min, 

22 °C), in PP-Puffer [0,3 % (w/v) lysierendes Enzym von Trichoderma harzianum in 

1 mol l-1 Sorbitol] gelöst und für zwei bis drei Stunden schüttelnd inkubiert, bis 

mindestens 75 % der Zellen in Protoplasten umgewandelt wurden. 

Die Protoplasten wurden zentrifugiert (2 500 x g, 5 min, 4 °C), zweimal mit 1 mol l-1 

Sorbitol gewaschen und in einem Gemisch aus 0,4 ml 1,8 mol l-1 Sorbitol und 3,2 ml 

10 mmol l-1 Tris/pH 7,5/HCl resuspendiert [179]. Nach zweimaliger Zentrifugation 

(1 000 x g, 5 min, 4 °C) wurde der klare Überstand auf einen Saccharosegradienten 

(17,5 bis 40 % Saccharose) geladen. Die Fraktionierung im Gradienten erfolgte in 

einem SW40 Ti-Rotor in einer Beckman L7-65 Ultrazentrifuge (Beckman Instruments, 

Fullerton, USA) bei 100 000 x g (150 min, 4 °C). Die Fraktionen (0,5 ml) wurden von 

unten beginnend entnommen. 

Der Erhalt des Saccharosegradientens wurde mit einem Refraktometer (Abbe-Refrakto-

meter NAR-1T LIQUID, ATAGO CO., Tokyo, Japan) überprüft. Die Enzymaktivitäten 

wurden, wie in Abschnitt 2.5.6 beschrieben, bestimmt. 

2.5.6 Bestimmung der enzymatischen Aktivität von Enzymen 

2.5.6.1 Nachweis der Guanin-Deaminase 

Die zwei biochemischen Nachweise der Guanin-Deaminase beruhen auf der Quanti-

fizierung des Guanins oder des Produktes Ammonium. Die Quantifizierung von Guanin 
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erfolgte über eine spektrophotometrisch messbare Abnahme des Substrates Guanin [mo-

lekularer Extinktionskoeffizient: 9,0 x 103 l (mol cm)-1] [180] bei einer Wellenlänge von 

250 nm. Die enzymatische Aktivität einer 20 µl-Probe wurde in einer Mikrotiterplatte 

mit 180 µl Substrat [0,1 mol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer/pH 8,0; 0,2 mmol l-1 Guanin] 

bei 37 °C bestimmt. Diese Bestimmungsmethode fand Verwendung während des Reini-

gungsprozesses. 

Der Nachweis der Ammoniumbildung erfolgte als Standardmethode nach einer modi-

fizierten Methode von Caraway [181] in drei Teilschritten (Präinkubation, Reaktion, 

Farbreaktion). Während der Präinkubation wurden 40 µl Probe in 0,4 ml Kalium-

Phosphat-Puffer (0,1 mol l-1/pH 6,0) für 10 min bei 55 °C inkubiert. Die Reaktion der 

Proben wurde durch die Zugabe von 100 µl Guanin (1,3 mmol l-1) gestartet und nach 

20 min bei 55 °C durch 0,1 ml 1,8 %-ige Schwefelsäure gestoppt. Die Kontrollen wur-

den ohne Substrat inkubiert und nacheinander mit Schwefelsäure und Guanin versetzt. 

Die Proteine wurden durch 40 µl 10 % (w/v) Natriumwolframat präzipitiert. Vom 

klaren Überstand (10 000 x g, 3 min, 4 °C) wurden für die Farbreaktion 0,4 ml entnom-

men und mit 0,4 ml Farbreagenz [4,4 % (v/v) Phenol; 0,025 % (w/v) Natrium-Nitro-

prussid] und alkalischer Lösung [2,5 % (w/v) NaOH; 0,21 % (v/v) Natrium-Hypo-

chlorid] versehen. Der gebildete Farbkomplex (15 min, 37 °C) wurde bei einer Wellen-

länge von 630 nm gemessen und mittels eines Ammoniumstandards quantifiziert. 

2.5.6.2 Nachweis der Uratoxidase 

Die enzymatische Aktivität der Uratoxidase wurde über den Verbrauch des Substrates 

Harnsäure bzw. über die Bildung des Produktes Wasserstoffperoxid bestimmt. Die 

spektrophotometrische Analyse bei einer Wellenlänge von 293 nm zeigte eine Abnahme 

von Harnsäure [molekularer Extinktionskoeffizient: 12,2 x 103 l (mol cm)-1] [180] in 

dem Reaktionsansatz. Die Standardreaktion in einer Mikrotiterplatte enthielt 20 µl 

Probe und 80 µl Puffer (0,1 mol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer/pH 8,0). Die Reaktion 

wurde durch die Zugabe vom Substrat (0,2 mmol l-1 Harnsäure) gestartet und bei 37 °C 

inkubiert. Eine Unit Uratoxidase-Aktivität wurde als die Fähigkeit, 1 µmol Harnsäure 

pro Minute bei 37 °C in Allantoin umzusetzen, definiert. 

Die Bildung von Wasserstoffperoxid wurde mit Hilfe der Messung des gebildeten roten 

Farbstoffs ermittelt. Der Reaktionsansatz enthielt Phenol, 4-Aminoantipyrin und Peroxi-

dase laut der Angaben von Lotfy [122]. Die Reaktion wurde nach 20 min (37 °C) durch 
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Ethanol gestoppt und der gebildete Farbstoff bei 540 nm nachgewiesen und mittels 

eines Wasserstoffperoxidstandards quantifiziert. Diese Methode wurde bei der Bestim-

mung der Michaelis-Menten-Konstante sowie bei der Nutzung anderer Purinderivate 

angewendet. 

2.5.6.3 Nachweis der Glukose-6-Phosphat-Dehydrogenase (G-6-P-DH) 

Die G-6-P-DH wurde mit der Methode von Gibon et al. [182] als Markerprotein für das 

Zytoplasma verwendet. Die Nachweisreaktion (1. Schritt) enthielt 20 µl Reaktions-

gemisch [40 mmol l-1 Tricin/pH 8,0/KOH; 10 mmol l-1 MgCl2; 0,05 % (v/v) Triton X-

100; 0,4 mmol l-1 NADP+] mit 5 mmol l-1 Glukose-6-Phosphat (Probe) oder Wasser 

(Kontrolle) und 2 µl Fraktion. Dieses Gemisch wurde für 20 min bei 22 °C inkubiert, 

bevor die Reaktion durch die Zugabe von 20 µl 0,5 mol l-1 NaOH und Erwärmen 

(5 min, 95 °C) gestoppt wurde. Nach dem Abkühlen auf Eis wurde der pH-Wert 

neutralisiert (20 µl 0,5 mol l-1 HCl in 0,1 mol l-1 Tricin/pH 9,0/KOH). Das im ersten 

Schritt entstandene NADPH bildete durch eine zyklische Reaktion (2. Schritt) mit 

2 U ml-1 G-6-P-DH in 90 mmol l-1 Tricin/pH 9,0/KOH, 0,23 mmol l-1 Phenazinmetho-

sulfat, 7,2 mmol l-1 EDTA, 0,9 mmol l-1 MTT und 4,5 mmol l-1 Glukose-6-Phosphat 

einen Farbkomplex, der bei einer Wellenlänge von 570 nm nach 20-minütiger Inku-

bation (22 °C) nachgewiesen wurde. 

2.5.6.4 Nachweis der � -Mannosidase 

Die � -Mannosidase wurde als Markerprotein für die Vakuole untersucht [183]. In die 

Mikrotiterplatte wurde durch die Zugabe von 17 µl Reaktionsgemisch [1,4 mmol l-1 

Natrium-Acetat/pH 6,5; 1,7 mmol l-1 � -Nitro-Phenyl-� -D-Manno-Pyranosid] zu 13 µl 

Enzym die Reaktion gestartet. Nach einer Inkubation (3 h, 30 °C) wurde die Reaktion 

(50 µl 10 %-ige Trichloressigsäure) gestoppt, zentrifugiert (3 000 x g, 10 min, 4 °C), 

der Überstand in eine Mikrotiterplatte pipettiert und mit 125 µl 1 mol l-1 Glycin/pH 10,4 

versetzt. Der Nachweis erfolgte bei 400 nm. 

2.5.6.5 Statistische Auswertung 

Die Bestimmung des Mittelwertes der enzymatischen Aktivitäten erfolgte, wenn nicht 

anders aufgeführt, aus mindestens drei unabhängigen biologischen Replikaten. Die 

Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 
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2.5.7 Proteinidentifikation 

2.5.7.1 Peptididentifikation mit MALDI-TOF-Massenspektrometrie 

Die relevante Proteinbande wurde nach einer SDS-PAGE (vgl. Abschnitt 2.5.3.1) aus 

dem Polyacylamidgel ausgeschnitten und für 30 min kräftig schüttelnd in 400 µl 

Waschpuffer [10 mmol l-1 Ammoniumbicarbonat; 50 % Acetonitril] inkubiert. Der 

Puffer wurde entfernt, und die Geltropfen wurden für 15 min bei 22 °C in einem Vaku-

umkonzentrator (Concentrator 5031, Eppendorf, Hamburg, Deutschland) getrocknet. 

Die Proteine wurden mit 7,5 µl Trypsinlösung [„Sequencing Grade Modified Trypsin 

V511“, Promega, Mannheim, Deutschland; 10 ng µl-1 in 5 mmol l-1 Ammoniumbicar-

bonat; 5 % Acetonitril] für 5 h bei 37 °C inkubiert. Der Verdau wurde durch die Zugabe 

von 1 µl 1 % Trifluoressigsäure gestoppt, der Reaktionsmix zentrifugiert und über 

Nacht bei 5 °C gelagert. 

Für eine MALDI-TOF-Massenspektrometrie (MS) wurden 0,5 µl des Verdaus auf ein 

MALDI „Target“ („MTP 384 target plate AnchorChip 800um“ Bruker Daltonics, 

Bremen, Deutschland) aufgetragen und mit 1 µl Matrix-Lösung [0,7 mg ml-1 � -Cyano-

4-Hydroxy-Zimtsäure; 1 mmol l-1 (NH)4H2PO4; 0,1 % Trifluoressigsäure; 90 % Aceto-

nitril] bedeckt. Ein MALDI-Tandem-MS-Gerät (Ultraflextreme, Bruker Daltonics, 

Bremen, Deutschland) wurde zur Bestimmung des Peptid-Massen-Fingerprints ver-

wendet. 

2.5.7.2 Peptididentifikation mit nanoLC-ESI-Q-TOF-MS/MS 

Wenn eine Identifikation nach Abschnitt 2.5.7.1 ohne Erfolg verlief, wurden 2 µl des 

tryptischen Verdaus für eine nanoLC-ESI-Q-TOF-MS/MS-Analyse verwendet. Die 

Peptide wurden mit einer C18-Vorsäule (180 µm x 20 mm Symmetry, 5 µm) gekoppelt 

an eine Hauptsäule (Atlantis BEHC18; 100 µm x 100 mm; 1,7 µm; Waters Corporation, 

Manchester, Großbritannien), bei 40 °C Säulentemperatur, mit einer Flussrate von 

0,6 µl min-1 und einem steigenden Acetonitrilgradienten von 3 bis 35 % in 30 min mit 

Lösung A [0,1 % Ameisensäure in Wasser] und Lösung B [0,1 % Ameisensäure in 

Acetonitril] getrennt. Die MS wurde unter Verwendung eines Q-TOF Premier mit 

MassLynx 4.1 Software (Waters, Eschborn, Deutschland) in einem positiven Ion-V-

Betrieb durchgeführt. 
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2.6 Analytische Methode zur Bestimmung der Purine in Lebensmitteln 

2.6.1 HPLC-Verfahren 

Die chromatographische Analyse einzelner Purine wurde an einem HPLC-System 

(Hitachi LaChrom Elite® L-2130, Merck, Darmstadt, Deutschland), ausgestattet mit 

einer TSKgel Amide-80 analytischen Säule (250 x 24 mm, Tosoh, Tokyo, Japan), 

durchgeführt. Mit einer Flussrate von 1,2 ml min-1 wurde das Laufmittel [15 % 0,1 %-

ige Trifluoressigsäure; 85 % Acetonitril] 20 min lang bei einer Temperatur von 25 °C 

kontinuierlich über die Säule geleitet. Das Signal wurde bei einer Wellenlänge von 

260 nm detektiert. 

2.6.2 Probenvorbereitung 

2.6.2.1 Purine als Standard 

Die Bestimmung der Retentionszeit der einzelnen Purine (Adenin, Hypoxanthin, 

Xanthin, Guanin und Harnsäure) erfolgte nach der Auftragung von 10 mg l-1 des je-

weiligen Standards auf die Säule (vgl. Abschnitt 2.6.1). Eine Standardreihe mit unter-

schiedlichen Konzentrationen diente der Berechnung der Purinkonzentration. 

2.6.2.2 Nachweis von Purinen in einem Puringemisch 

Das Puringemisch (je 200 µg Adenin, Hypoxanthin, Xanthin, Guanin und Harnsäure) 

wurde in 300 µl 0,5 mol l-1 NaOH resuspendiert, für 20 min bei 40 °C inkubiert, aufge-

füllt mit 1,7 ml 20 mmol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer/pH 3,0 und für weitere 20 min bei 

40 °C inkubiert. Von diesem Gemisch wurde eine Kontrolle entnommen, bevor das 

Enzymgemisch (je 0,1 U ml-1 Uratoxidase, Guanin-Deaminase, Adenin-Deaminase 

[184] und Xanthin-Oxidoreduktase [185]) zuzüglich von 3 mg ml-1 NAD+ (Substrat: 

Xanthin-Oxidoreduktase) zugesetzt, und die Reaktion für 120 min bei 40 °C inkubiert 

wurde. Die Reaktion wurde durch eine Hitzebehandlung (5 min, 100 °C) abgestoppt, 

gefiltert und über das HPLC-System (vgl. Abschnitt 2.6.1) getrennt. 
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2.6.2.3 Nachweis von Purinen in Rinderbrühe 

Die getrocknete Rinderbrühe (1 g REWE Bio Rinderbrühe, Deutschland) wurde durch 

Mörsern zerkleinert, bevor diese in 1,5 ml 0,5 mol l-1 NaOH mit 1 mg Harnsäure 

resuspendiert und für 20 min bei 40 °C erwärmt wurde. Das Gemisch wurde mit 18,5 ml 

20 mmol l-1 Kalium-Phosphat-Puffer/pH 3,0 verdünnt und weitere 20 min bei 40 °C 

gerührt. Von diesem Gemisch wurde eine Probe (Kontrolle) entnommen, 0,2 U ml-1 

rekombinante Uratoxidase zugesetzt und das Gemisch für 60 min bei 40 °C inkubiert. 

Die Reaktion wurde abgestoppt (5 min, 100 °C), zentrifugiert, filtriert und schließlich 

mit dem HPLC-System (vgl. Abschnitt 2.6.1) analysiert. 

Alternativ wurde die Rinderbrühe ohne Zusatz von Harnsäure jedoch mit einem 

Enzymgemisch (je 0,2 U ml-1 Uratoxidase, Guanin-Deaminase, Adenin-Deaminase 

[184] und Xanthin-Oxidoreduktase [185]) zuzüglich von NAD+ (3 mg ml-1, Substrat der 

Xanthin-Oxidoreduktase) für die Reaktion verwendet. Die Inkubationszeit der Rinder-

brühe mit dem Enzymgemisch betrug 240 min. Dann wurde die Reaktion durch 

Erwärmen (5 min, 100 °C) beendet, das Gemisch zentrifugiert und filtriert. Der klare 

Überstand wurde mit dem HPLC-System (vgl. Abschnitt 2.6.1) getrennt und quanti-

fiziert.
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KAPITEL 3 – ERGEBNISSE 

3.1 Wachstumsverhalten von A. adeninivorans LS3 in Anwesenheit von 

verschiedenen Purinen 

3.1.1 Wachstumsverhalten von A. adeninivorans LS3 mit Purinen als Kohlenstoffquelle 

Die Katabolisierung organischer Verbindungen, wie Adenin oder Harnsäure, setzt das 

Vorhandensein von abbauenden Enzymen voraus, die, einzeln oder als Gruppe, die 

organischen Verbindungen durch Molekülabspaltung aufschließen. Für einige 

A. adeninivorans-Stämme wurde die Nutzung von Purinen als Kohlenstoff- oder 

Stickstoffquelle und die damit einhergehende Aktivität purinabbauender Enzyme bereits 

in der Vergangenheit nachgewiesen [138, 146, 186]. 

Die Hefe A. adeninivorans LS3 wurde zunächst auf die Fähigkeit, einzelne Purine als 

alleinige Kohlenstoffquelle zu nutzen, untersucht. Dem Medium, einer 50 ml Hefe-

zellkultur mit einer optischen Dichte (OD600 nm) von 0,1, wurden Purine als Kohlen-

stoffquelle zugesetzt (vgl. Abschnitt 2.2.2.2). Als Kontrollen dienten Kulturen, die mit 

bzw. ohne Glukose sowie Nitrat kultiviert wurden. Das Wachstumsverhalten der Zellen 

wurde durch die Ermittlung der optischen Dichte der Zellen (vgl. Abschnitt 2.2.3) über 

72 h bestimmt. Nach 24-stündigem Wachstum erfolgte eine mikroskopische Betrach-

tung der Zellen (vgl. Abschnitt 2.2.5). Zu diesem Zeitpunkt befanden sich die Kulturen 

in der stationären Wachstumsphase, die als Phase ohne Wachstum definiert wird [187]. 

Bei der Nutzung der Purine (Adenin, Harnsäure und Hypoxanthin) als Kohlenstoff-

quelle wurde nach einer anfänglichen OD600 nm von 0,1 eine Abnahme der optischen 

Dichte in den ersten 6 Stunden der Kultivierung im Vergleich zum Wachstum mit Glu-

kose nachgewiesen (Tab. 3-1). Nachfolgend stieg die OD600 nm der Zellen, die mit Ade-

nin kultiviert wurden, auf eine maximale optische Dichte von 0,35 (24 h-Probe) und die 

Zellen besaßen dabei eine Verdopplungszeit (td) von 430 min in der logarithmischen 

Phase. Für die Kulturen mit Harnsäure und Hypoxanthin wurde ein geringes Wachstum 

mit einer maximalen optischen Dichte von 0,13 (24 h-Probe) und 0,20 (48 h-Probe) 

ermittelt. In der Kultivierung mit Hypoxanthin als Kohlenstoffquelle wurde eine 

Verdopplungszeit von etwa 600 min nachgewiesen. Die Vergleichskultur mit Glukose 
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erzielte nach dem Übergang in die stationäre Wachstumsphase eine maximale optische 

Dichte von 1,2 mit einer Verdopplungszeit von 155 min. 

Tab. 3-1. Nutzung von Purinen als Kohlenstoffquelle durch A. adeninivorans LS3. 
Wachstumskinetik von A. adeninivorans LS3 in Abhängigkeit von der Kohlenstoffquelle (verwendet 
5 mmol l-1): Adenin (Ade), Harnsäure (Hs), Hypoxanthin (Hx), Glukose (Glu) und ohne Kohlenstoff-
quelle (ohne). Angegeben ist die OD600 nm einer HMM-Nitratkultur. Die Bestimmung der Verdopplungs-
zeit erfolgte in der logarithmischen Wachstumsphase (td). nicht bestimmbar (n. b.). 

C-Quelle N-Quelle 0 h 6 h 13 h 24 h 36 h 48 h 62 h 72 h 
td (in 
min) 

Ade Nitrat 0,11 0,06 0,14 0,35 0,34 0,32 0,30 0,33 430 

Hs Nitrat 0,10 0,08 0,13 0,11 0,10 0,09 0,09 0,12 n. b. 

Hx Nitrat 0,11 0,06 0,07 0,19 0,19 0,20 0,15 0,18 605 

Glu Nitrat 0,09 0,15 0,89 1,10 1,21 1,13 1,09 1,18 155 

ohne Nitrat 0,10 0,03 0,02 0,03 0,02 0,03 0,02 0,03 n. b. 

Die mikroskopischen Aufnahmen der Zellen zeigen in den Kulturen mit Purinen und 

Glukose (Abb. 3-1, A–D) die gleichen intrazellulären Einschlüsse. Zudem war eine ver-

mehrte Bildung von Vakuolen bei der Kultur mit Glukose (Abb. 3-1, D) erkennbar. Die 

Kultivierung ohne Kohlenstoffquelle hatte eine Verkleinerung der Zellen zur Folge 

(Abb. 3-1, E), die mit der Verringerung der optischen Dichte einherging (Tab. 3-1). 

 

Abb. 3-1. Morphologie von A. adeninivorans LS3 bei Nutzung von Purinen als Kohlenstoffquelle. 
A. adeninivorans LS3 wurde mit 5 mmol l-1 Adenin (A), Harnsäure (B), Hypoxanthin (C), Glukose (D) 
sowie ohne Kohlenstoffquelle (E) kultiviert. Die Zellmorphologie wurde nach 24 h mittels konfokalen 
Laser-Scanning-Mikroskops untersucht. 

3.1.2 Wachstumsverhalten von A. adeninivorans LS3 mit Purinen als Stickstoffquelle 

sowie als kombinierter Kohlenstoff- und Stickstoffquelle 

Nach der Analyse von Purinen als Kohlenstoffquelle wurde das Wachstumsverhalten 

der Hefe bezüglich der Nutzung verschiedener Purine als Stickstoffquelle sowie als 

alleinige Kohlenstoff- und Stickstoffquelle untersucht (Tab. 3-2). Das Medium mit 

Purinen als Stickstoffquelle enthielt als Kohlenstoffquelle 5 mmol l-1 Glukose. Die 

Kultivierung der Hefezellen erfolgte über 96 h. Die experimentelle Durchführung fand 

wie unter Abschnitt 3.1.1 beschrieben statt. 
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Mit Adenin als Stickstoffquelle wurde eine maximale OD600 nm von 1,69 erreicht, die im 

Vergleich zur Kultur mit Nitrat einen höheren Wert aufwies (1,17). Die Verdopplungs-

zeit der Hefezellen in einer Kultur mit Adenin als Stickstoffquelle war mit 161 min 

geringer im Vergleich zur Kultivierung mit Nitrat (td 201 min). Eine Vermehrung der 

A. adeninivorans LS3-Zellen auf eine maximale OD600 nm von 0,69 bzw. 0,75 wurde für 

die Kultivierung mit Harnsäure bzw. Hypoxanthin als Stickstoffquelle nach 96 h nach-

gewiesen. Ohne Stickstoffquelle erreichten die Kulturen eine geringere optische Dichte 

von maximal 0,57 (72 h-Probe). Die Verwendung von Adenin als alleiniger Kohlen-

stoff- und Stickstoffquelle führte zu einer optischen Dichte von 0,44 in der stationären 

Wachstumsphase mit einer Verdopplungszeit von 494 min. Hypoxanthin ermöglichte 

den Zellen ein geringfügiges Wachstum bis zu einer maximalen OD600 nm von 0,16. 

Durch die Verwendung von Harnsäure als Kohlenstoff- und Stickstoffquelle wurde 

keine Vermehrung der Zellen beobachtet. 

Tab. 3-2. Nutzung von Purinen als Stickstoff- bzw. Kohlenstoff- und Stickstoffquelle durch 
A. adeninivorans LS3. 
Wachstumskinetik von A. adeninivorans LS3 in Abhängigkeit von der Kohlenstoff- bzw./und Stickstoff-
quelle (verwendet 5 mmol l-1): Adenin (Ade), Harnsäure (Hs), Hypoxanthin (Hx), Glukose (Glu) und 
ohne Kohlenstoff- bzw./und Stickstoffquelle (ohne). Angegeben ist die OD600 nm einer HMM-Purin-
kultur. Die Bestimmung der Verdopplungszeit erfolgte in der logarithmischen Wachstumsphase (td). nicht 
bestimmbar (n. b.). 

C-Quelle N-Quelle 0 h 6 h 12 h 24 h 36 h 48 h 60 h 72 h 96 h 
td (in 
min) 

Glu Ade 0,12 0,24 1,13 1,61 1,66 1,65 1,67 1,66 1,69 161 

Glu Hs 0,11 0,18 0,26 0,33 0,40 0,49 0,60 0,67 0,69 n. b. 

Glu Hx 0,11 0,16 0,23 0,30 0,31 0,44 0,61 0,73 0,75 n. b. 

Glu Nitrat 0,12 0,27 0,94 1,17 1,13 1,12 1,11 1,14 1,11 201 

Glu ohne 0,12 0,17 0,26 0,37 0,44 0,46 0,50 0,57 0,56 n. b. 

Ade 0,12 0,10 0,17 0,45 0,42 0,44 0,42 0,41 0,44 494 

Hs 0,11 0,10 0,10 0,10 0,07 0,06 0,07 0,08 0,09 n. b. 

Hx 0,11 0,09 0,11 0,20 0,15 0,15 0,13 0,16 0,16 n. b. 

Nitrat 0,14 0,08 0,08 0,08 0,07 0,06 0,07 0,07 0,09 n. b. 

ohne 0,13 0,05 0,05 0,05 0,03 0,03 0,04 0,05 0,05 n. b. 

Die mikroskopischen Aufnahmen stellen die morphologisch unterschiedlichen Hefe-

zellen in den verwendeten Kulturmedien dar (Abb. 3-2). A. adeninivorans LS3-Zellen, 

kultiviert in Medien mit Harnsäure (Abb. 3-2, G) bzw. Hypoxanthin (Abb. 3-2, H) als 

Stickstoffquelle sowie ohne Stickstoffquelle (Abb. 3-2, J), zeigen eine vermehrte Bil-

dung von intrazellulären Einschlüssen. Eine erhöhte Anzahl an Zellen in der Kulti-

vierung mit Nitrat als Stickstoffquelle (Abb. 3-2, I) weist eine weitere Form der intra-

zellulären Strukturen, vermutlich Vakuolen, auf. Bei der Nutzung von Purinen als 
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alleiniger Kohlenstoff- und Stickstoffquelle (Abb. 3-2, K–M) sind die Zellen, im Ver-

gleich zu kultivierten Zellen mit Glukose als Kohlenstoffquelle (Abb. 3-2, F–J), kleiner. 

Des Weiteren sind vereinzelt sowohl intrazelluläre Einschlüsse als auch teilweise 

Vakuolen in diesen Zellen der Abbildung 3-2 (F–J) zu sehen. 

 

Abb. 3-2. Morphologie von A. adeninivorans LS3 bei Nutzung von Purinen als Stickstoff- bzw. 
Kohlenstoff- und Stickstoffquelle. 
A. adeninivorans LS3 wurde mit 5 mmol l-1 Glukose und zusätzlich 5 mmol l-1 Adenin (F), Harnsäure 
(G), Hypoxanthin (H), Nitrat (I ) sowie ohne Stickstoffquelle (J) bzw. mit 5 mmol l-1 Adenin (K), 
Harnsäure (L), Hypoxanthin (M), Nitrat (N) sowie ohne Kohlenstoff- und Stickstoffquelle (O) kultiviert. 
Die Zellmorphologie wurde nach 24 h mittels konfokalen Laser-Scanning-Mikroskops untersucht. 

3.2 Charakterisierung der Guanin-Deaminase AGDA/Agdap 

3.2.1 Charakterisierung des Guanin-Deaminase-Gens AGDA sowie Homologie-

vergleich der erhaltenen Agdap-Sequenz 

Als ein purinabbauendes Enzym der Hefe A. adeninivorans LS3 wurde zunächst die 

Guanin-Deaminase (Agdap) charakterisiert. Da für weiterführende Untersuchungen die 

Nukleotidsequenz des Guanin-Deaminase-Gens erforderlich war, wurde die putative 

Nukleotidsequenz, basierend auf dem Vergleich zu Guanin-Deaminasen aus Pilzen, im 

sequenzierten und annotierten Genom der Hefe A. adeninivorans LS3 identifiziert. Das 

Guanin-Deaminase-Gen liegt in einer einfachen Kopie auf dem Chromosom 4. 

In der 5‘-Promotor-Region des Gens ist eine potentielle TATA-Box mit der Sequenz 

TATAAAAG (Nukleotidposition -58 bis -51) erkennbar [188] (Abb. A-1). Der offene 

Leserahmen des Gens umfasst 1428 Basenpaare, die für ein Protein mit 475 Amino-

säuren kodieren. Der Aminosäuresequenzabschnitt PGFFDTHIH (Position 90 bis 98) 

hat eine hohe Homologie zu einem typischen in der Familie der Aminohydrolasen zu 
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findendem Sequenzmotiv (PGX[V/I]DXH[T/V/I]H, X: jede beliebige Aminosäure) 

[114]. Es ist kein eindeutiges Polyadenylierungssignal erkennbar. 

Der Vergleich der Aminosäuresequenz von Agdap zu den verfügbaren Sequenzen in der 

NCBI-Datenbank zeigte eine Homologie zu: Ogataea parapolymorpha DL-1 (55 %), 

Komagataella pastoris GS115 (51 %), S. cerevisiae YJM789 (50 %), S. cerevisiae 

JAY291 (50 %), S. cerevisiae EC118 (49 %), Ajellomyces dermatitidis SLH14081 

(45 %), A. dermatitidis ER-3 (45 %), Schizosaccharomyces pombe 972h- (48 %) und 

Paracoccidioides brasiliensis Pb03 (44 %) (Abb. 3-3). 

 

Abb. 3-3. Phylogenetischer Stammbaum des A. adeninivorans LS3 Agdap. 
Vergleich der Aminosäuresequenz der Agdap aus A. adeninivorans LS3 mit Guanin-Deaminasen ver-
schiedener Pilze. In Klammern stehen die Akzession-Nummern laut NCBI-Datenbank. 

Die Nukleotidsequenz des AGDA-Gens wurde nachfolgend für Untersuchungen 

bezüglich der Regulation der Transkription genutzt (vgl. Abschnitt 3.2.2). Weiterhin 

wurde die Sequenz für die Überexpression des Guanin-Deaminase-Gens in 

A. adeninivorans verwendet (vgl. Abschnitt 3.4). 

3.2.2 Regulation der Guanin-Deaminase und Nachweis der enzymatischen Aktivität 

Anhand von Guanin-Deaminase-spezifischen DNA-Oligonukleotiden wurde die Trans-

kriptakkumulation der AGDA unter verschiedenen Wachstumsbedingungen der Hefe 

A. adeninivorans LS3 bestimmt. Neben der Analyse der relativen Transkriptmenge (vgl. 

Abschnitt 2.4.6) erfolgte eine Untersuchung der enzymatischen Aktivität der Guanin-

Deaminase Agdap (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) in Abhängigkeit von der Wachstumszeit 

bzw. der Stoffmengenkonzentration des Induktors. Dafür wurden die Hefezellen nach 

einer 24-stündigen Wachstumsphase (HMM-Glukose-Ammonium) in Medien mit ver-

schiedenen Stickstoffquellen (HMM-Glukose-Purin, -Ammonium oder -Nitrat) über-
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führt, kultiviert und Proben zu unterschiedlichen Zeitpunkten entnommen (vgl. Ab-

schnitt 2.2.2.3). 

In der Abbildung 3-4 ist die zeitabhängige Regulation der Guanin-Deaminase-Trans-

kriptakkumulation und der nachgewiesenen enzymatischen Aktivität dargestellt. Dabei 

wurde direkt nach dem Wechsel des Mediums eine erhöhte mRNA-Akkumulation von 

AGDA (Abb. 3-4, A) mit einem Maximum nach 2 h für die Kultur in HMM-Glukose-

Adenin bzw. 4 h für die Kultur in HMM-Glukose-Hypoxanthin nachgewiesen. Die 

relative Transkriptmenge war in den auf Hypoxanthin kultivierten Hefezellen zweimal 

höher im Vergleich zu der Kultivierung mit Adenin als Stickstoffquelle. 

 

Abb. 3-4. Zeitabhängiger Einfluss der Stickstoffquelle auf die relative Transkriptmenge der AGDA 
und die spezifische Enzymaktivität (Agdap) von A. adeninivorans LS3. 
Die relative Transkriptmenge der AGDA-mRNA (A) wurde für behandelte Zellen (HMM-Glukose-Ade-
nin bzw. -Hypoxanthin) in Bezug auf unbehandelte Zellen (HMM-Glukose-Nitrat) unter Verwendung der 
Referenzgene AHSB4, ALG9, TEF1 und TFIID mittels quantitativer Real-Time-PCR für drei technische 
Replikate bestimmt. Der Mittelwert der spezifischen Enzymaktivität der Agdap (B) wurde für drei bio-
logische Replikate ermittelt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. Einge-
setzte Stoffmengenkonzentration der Stickstoffquelle: 5 mmol l-1 Adenin, Harnsäure, Hypoxanthin, Nitrat 
und Ammonium bzw. 0,2 mmol l-1 Guanin. 

Die enzymatische Aktivität von Agdap (Abb. 3-4, B) erhöhte sich in HMM-Glukose-

Adenin, -Hypoxanthin sowie -Guanin im Verlauf der ersten 6 Stunden. Im Anschluss 

erfolgte in allen Kulturen ein Abfall der enzymatischen Aktivität. Die maximale spezi-

fische Enzymaktivität von 0,34 U mg-1 wurde bei Kulturen in HMM-Glukose-Hypoxan-

thin bestimmt. Bei Kulturen in HMM-Glukose-Adenin (0,25 U mg-1) und HMM-Glu-

kose-Guanin (0,23 U mg-1) waren die gemessenen Enzymaktivitäten geringer. Die Ver-
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wendung von Harnsäure, Ammonium und Nitrat als Stickstoffquelle erzielte keine bzw. 

nur geringe Erhöhungen der Guanin-Deaminase-Aktivität. 

Der Einfluss unterschiedlicher Stoffmengenkonzentrationen der Induktoren auf die rela-

tive Transkriptakkumulation der AGDA wurde nach 2 h bestimmt (Abb. 3-5, A). Die er-

mittelte Transkriptmenge von AGDA war in Zellen kultiviert in HMM-Glukose-Adenin, 

-Harnsäure bzw. -Hypoxanthin bei geringer Stoffmengenkonzentration (0,5; 1 mmol l-1) 

vernachlässigbar. Die Erhöhung der Stoffmengenkonzentration (3 bis 5 mmol l-1) be-

wirkte bei den drei Purinen einen Anstieg der AGDA-mRNA-Menge, wobei die 

geringste relative Transkriptmenge in den mit Harnsäure (46 bis 49 a. u.) kultivierten 

Zellen ermittelt wurde. Die Verwendung von Adenin als Stickstoffquelle erzielte eine 

höhere AGDA-mRNA-Menge (61 bis 80 a. u.), die in Hefezellen kultiviert in HMM-

Glukose-Hypoxanthin (138 bis 180 a. u.) nochmals verdoppelt wurde. 

 

Abb. 3-5. Einfluss der Stoffmengenkonzentration verschiedener Stickstoffquellen auf die relative 
Transkriptmenge der AGDA und die spezifische Enzymaktivität (Agdap) von A. adeninivorans LS3. 
Die relative Transkriptmenge der AGDA-mRNA (A) wurde nach 2 h für behandelte Zellen (HMM-Glu-
kose-Adenin, -Harnsäure bzw. -Hypoxanthin) in Bezug auf unbehandelte Zellen (HMM-Glukose-Nitrat) 
unter Verwendung der Referenzgene AHSB4, ALG9, TEF1 und TFIID mittels quantitativer Real-Time-
PCR für drei technische Replikate bestimmt. Der Mittelwert der spezifischen Enzymaktivität der Agdap 
(B) wurde nach 4 h für drei biologische Replikate ermittelt. Die Standardabweichung entspricht der 
Abweichung vom Mittelwert. 

Die spezifische Enzymaktivität der Agdap (Abb. 3-5, B) wurde nach vierstündiger 

Inkubation ermittelt und war bei der Verwendung von 1 bis 5 mmol l-1 Hypoxanthin als 

Stickstoffquelle am höchsten (0,24 bis 0,30 U mg-1). Adenin als Induktor der Guanin-

Deaminase ermöglichte Enzymaktivitäten zwischen 0,15 und 0,22 U mg-1. Bei der 

geringen Stoffmengenkonzentration von 0,2 mmol l-1 Guanin bzw. Xanthin (0,11 bzw. 
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0,13 U mg-1) wurden höhere spezifische Aktivitäten im Vergleich zu der Kultivierung in 

HMM-Glukose-Harnsäure (0,04 bis 0,07 U mg-1) festgestellt. Die Stickstoffquelle 

Ammonium bewirkte keine Erhöhung der spezifischen Enzymaktivität der Agdap. 

3.2.3 Intrazelluläre Lokalisation der Guanin-Deaminase Agdap 

Die intrazelluläre Lokalisation der Guanin-Deaminase in Protoplasten von 

A. adeninivorans LS3-Hefezellen wurde mit Hilfe der Dichtegradientenzentrifugation 

(vgl. Abschnitt 2.5.5) in einem Saccharosegradienten festgestellt. Für jede Fraktion 

wurde die enzymatische Aktivität der Guanin-Deaminase (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) und 

eines typischen Markerenzyms der Vakuole (� -Mannosidase, vgl. Abschnitt 2.5.6.4) 

sowie des Zytoplasmas (G-6-P-DH, vgl. Abschnitt 2.5.6.3) ermittelt. Weiterhin wurde 

der Refraktionsindex zur Kontrolle des Saccharosegradienten bestimmt. 

Die in Abbildung 3-6 zusammengefassten Daten zeigen eine Abnahme des Refraktions-

index von etwa 1,38 auf 1,34. Dieses Ergebnis entspricht einer Abnahme der Saccha-

rosekonzentration mit zunehmender Fraktionsnummer und weist einen intakten Gra-

dienten nach. Die enzymatische Aktivität der Guanin-Deaminase stieg ab Fraktion 17 

an, erlangte ein Maximum in der Fraktion 19 und fiel danach wieder auf etwa 60 % der 

maximalen Enzymaktivität. 

 

Abb. 3-6. Intrazelluläre Lokalisation der Guanin-Deaminase Agdap in A. adeninivorans LS3-
Hefezellen (mittels Dichtegradientenzentrifugation). 
Primärachse: Enzymaktivitäten der Guanin-Deaminase, � -Mannosidase (Markerenzym der Vakuole) und 
G-6-P-DH (Markerenzym des Zytoplasmas). Sekundärachse: Refraktionsindex einer Dichtegradienten-
zentrifugation auf einem Gradienten mit 17,5 bis 40 % Saccharose. 
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Für das Markerenzym der Vakuole, die � -Mannosidase, wurde ebenfalls eine Zunahme 

der Aktivität ab Fraktion 17 ermittelt. Die Aktivität war in den Fraktionen 18 und 19 

etwa gleich und wurde in den weiteren Fraktionen wieder vermindert. Die enzymatische 

Untersuchung der Glukose-6-Phosphat-Dehydrogenase, das Markerenzym des Zyto-

plasmas, ergab einen leichten Anstieg der Aktivität in Fraktion 17 und in den folgenden 

Fraktionen Enzymaktivitäten zwischen 90 und 100 %. Die Daten weisen daher auf eine 

Lokalisation von Agdap in der Vakuole und, zu einem geringeren Anteil, im Zyto-

plasma hin. 

3.2.4 Reinigung der Guanin-Deaminase Agdap 

Für die biochemische Charakterisierung wurde die intrazellulär lokalisierte Guanin-

Deaminase aus Hefezellen [HMM-Glukose-Hypoxanthin (5 mmol l-1, 6 h), vgl. Ab-

schnitt 2.2.2.3] gereinigt. Inhibierende Substanzen oder Enzyme wurden mittels Hitze-

fällung (30 min, 60 °C) (vgl. Abschnitt 2.5.4.1) und anschließender Zentrifugation 

entfernt. Die Reinigung erfolgte über DEAE-Sepharose mittels Anionenaustausch-

chromatographie (vgl. Abschnitt 2.5.4.2) und Größenfraktionierung (vgl. Abschnitt 

2.5.4.3). 

Die höchste enzymatische Aktivität der Guanin-Deaminase Agdap wurde unter nativen 

Bedingungen bei einer nativen molekularen Masse von 100 bis 110 kDa nachgewiesen. 

Der Tabelle 3-3 kann ein Überblick über eine durchgeführte Reinigung entnommen 

werden. Anhand der ermittelten spezifischen Aktivität der Guanin-Deaminase vor 

(0,1 U mg-1) und nach der Reinigung (4,7 U mg-1) wurde eine Steigerung um den Faktor 

52 ermittelt. 

Tab. 3-3. Reinigung der Guanin-Deaminase Agdap von A. adeninivorans LS3. 
Die Hefezellen wurden für 24 h in HMM-Glukose-Nitrat kultiviert, gewaschen und geshiftet nach HMM-
Glukose-Hypoxanthin (5 mmol l-1) für 6 h. Für jeden Reinigungsschritt wurden das Extraktvolumen, der 
Proteingehalt und die Enzymaktivität aufgezeichnet und die spezifische Aktivität, die Ausbeute sowie die 
Reinigung berechnet. 

Methode 
Extrakt-
volumen 
(in ml) 

Protein-
gehalt 
(in mg) 

Aktivität 
(in U) 

spezifische 
Aktivität 

(in U mg-1) 

Ausbeute 
(in %) 

Reinigung 
(in -fach) 

Rohextrakt 14,7 223,2 20,2 0,1 100 1 
Hitzefällung 12 18,8 14,5 0,8 71,5 8,5 

DEAE 1,5 2,6 5,0 1,9 24,7 21,2 
Superdex 5,8 0,26 1,2 4,7 6,0 51,5 

Die Reinigung wurde in einem 12 %-igen SDS-Gel (vgl. Abschnitt 2.5.3.1) visualisiert 

(Abb. 3-7, A) und zeigte dabei nach dem dritten Reinigungsschritt (Spur 4) eine Bande 
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bei etwa 55 kDa (siehe Pfeil). Diese Proteinbande wurde aus dem SDS-Gel ausgeschnit-

ten und mit Trypsin inkubiert. Die MALDI-TOF-MS-Analyse (vgl. Abschnitt 2.5.7.1) 

mit nachfolgender Datenbanksuche ergab die Identifizierung einer Guanin-Deaminase 

basierend auf der Homologie zu den Aminosäuresequenzen beschriebener Guanin-

Deaminasen. Dabei wurden 23 Peptide für die Agdap gefunden, was zu einer 

Sequenzübereinstimmung von 63 % führte (Abb. 3-7, B). 

 

Abb. 3-7. Reinigung der Guanin-Deaminase Agdap und Identifikation der Proteinbande mittels 
MALDI-TOF-MS. 
Auftrennung der Proteinfraktionen durch SDS-PAGE und Visualisierung mittels Coomassie-Blau (A). 
Protein Marker (PM), Rohextrakt (RE), nach Hitzefällung (Hitze), vereinte Fraktionen nach DEAE 
(DEAE) und nach Gelfiltration (Superdex). Identifikation der gekennzeichneten Bande (Pfeil) als Agdap 
mittels MALDI-TOF-MS-Analyse. Fett unterlegte Peptide führten zur Identifikation des Proteins (B). 

3.2.5 Biochemische Charakterisierung der Guanin-Deaminase Agdap 

3.2.5.1 Einfluss des pH-Wertes auf die Aktivität der Guanin-Deaminase Agdap 

Die Untersuchungen zum Einfluss des pH-Wertes auf die enzymatische Aktivität der 

gereinigten Agdap wurden in Natrium-Citrat- (pH 5,0–5,5), Kalium-Phosphat- (pH 6,0–

8,0) und Carbonat-Bicarbonat-Puffer (pH 9,0) (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) durchgeführt. Die 

Guanin-Deaminase erzielte ihre maximale Aktivität bei einem pH-Wert von 6,5, sank 

bei den nächsten getesteten pH-Werten minimal ab und erreichte dann bei einem pH-

Wert von 8,0 eine vergleichbare Aktivität wie bei pH 6,5 (Abb. 3-8, A). 

Zur Bestimmung der Stabilität des pH-Optimums (Abb. 3-8, B) erfolgte eine ein-

stündige Präinkubation des Puffer-Enzym-Gemisches. Im Anschluss wurde bei einem 

pH-Wert von 6,5 die maximale Stabilität der enzymatischen Reaktion nachgewiesen. 

Eine relative Enzymaktivität von mindestens 80 % wurde im pH-Bereich von 6 bis 8 

ermittelt. 
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Abb. 3-8. Einfluss des pH-Wertes auf die Guanin-Deaminase-Aktivität Agdap. 
pH-Optimum (A) und Stabilität des pH-Optimums nach einstündiger Präinkubation bei 37 °C (B) wurden 
mit gereinigter Guanin-Deaminase als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten in Natrium-Citrat- (pH 
5,0–5,5), Kalium-Phosphat- (pH 6,0–8,0) und Carbonat-Bicarbonat-Puffer (pH 9,0) ermittelt. Die Stan-
dardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 

3.2.5.2 Einfluss der Temperatur auf die Aktivität der Guanin-Deaminase Agdap 

Für die Bestimmung der optimalen Inkubationstemperatur der Guanin-Deaminase wur-

den separat das Puffer-Enzym-Gemisch (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) mit einem pH-Wert von 

6,0 sowie das Substrat für 10 min bei einer Temperatur zwischen 30 und 70 °C prä-

inkubiert. Nach der Zugabe des Substrates erhöhte sich der pH-Wert auf 6,5 und es 

begann die Enzymreaktion bei der gewählten Temperatur. Das ermittelte Optimum für 

die Inkubation der enzymatischen Reaktion lag bei 55 °C (Abb. 3-9, A). Die Guanin-

Deaminase zeigte damit ein enges Temperaturoptimum. Eine relative Enzymaktivität 

von 80 % und mehr wurde zwischen 50 und 60 °C nachgewiesen. 

In der Abbildung 3-9 (B) ist die temperaturabhängige Stabilität der Enzymreaktion dar-

gestellt. Dafür wurde das Puffer-Enzym-Gemisch für unterschiedliche Inkubationszeiten 

(0, 15, 30 oder 60 min) und bei verschiedenen Temperaturen (50, 60, 70 bzw. 80 °C) 

präinkubiert, das Substrat zugesetzt und die nachfolgende enzymatische Reaktion bei 

dem ermittelten Optimum von 55 °C durchgeführt. Die relative Enzymaktivität blieb bis 

zu einer Präinkubationstemperatur von 60 °C und über einen Zeitraum von 60 min 

stabil. Eine Behandlung mit 70 °C über 30 min bewirkte eine Halbierung der enzyma-

tischen Aktivität. Bei höheren Temperaturen ging die Stabilität der enzymatischen 

Aktivität der Guanin-Deaminase in Abhängigkeit der Temperatur unterschiedlich 

schnell verloren. 
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Abb. 3-9. Einfluss der Temperatur auf die Guanin-Deaminase-Aktivität Agdap. 
Temperaturoptimum (A) und Stabilität der enzymatischen Reaktion nach einer Präinkubation für 0 bis 
60 min bei 50 bis 80 °C (B) wurden als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten mit gereinigter 
Guanin-Deaminase bei einem pH-Wert von 6,5 ermittelt. Die Standardabweichung entspricht der Abwei-
chung vom Mittelwert. 

3.2.5.3 Ermittlung von kM und vmax für die Guanin-Deaminase Agdap 

Zur Bestimmung der Michaelis-Menten-Konstante (kM-Wert) der Guanin-Deaminase 

wurde ein Guanin-Puffer-Gemisch (15 bis 450 µmol l-1 Guanin) nach der Präinkubation 

mit gereinigtem Enzym versetzt und weiter nach Abschnitt 2.5.6.1 verfahren. Unter 

Verwendung des Hanes-Woolf-Diagramms wurde für die Guanin-Deaminase mit dem 

Substrat Guanin ein kM-Wert von 56 µmol l-1 und ein vmax-Wert von 8 nmol min-1 

berechnet (Abb. 3-10). 

 

Abb. 3-10. Hanes-Woolf-Diagramm zur Bestimmung von kM und vmax der Guanin-Deaminase 
Agdap für das Substrat Guanin. 
Berechnung des kM- und vmax-Wertes der gereinigten Guanin-Deaminase mit Hilfe des Hanes-Woolf-
Diagrammes unter Verwendung von verschiedenen Stoffmengenkonzentrationen zwischen 15 und 
450 µmol l-1 Guanin. 
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Unter Berücksichtigung der nativen molekularen Masse von 100 bis 110 kDa und der 

Existenz zweier katalytischer Einheiten (vgl. Abschnitt 3.2.4) wurde eine Wechselzahl 

(kcat) von 4 s-1 ermittelt. Die Enzymeffizienz (kcat/kM) beträgt 70 l (µmol s)-1. 

3.2.5.4 Substratspektrum der Guanin-Deaminase Agdap 

Der Nachweis der Substratspezifität erfolgte für Purine mit unterschiedlichen Restgrup-

pen an den Kohlenstoffatomen in den Positionen 2, 6 bzw. 8. Jedes der getesteten 

Purine, wie Adenin, Adenosin und Guanosin, 2,6-Diaminopurin, 2-Amino-6-Chloro-

purin, 6-Thioguanin, 8-Azaguanin, besaß an mindestens einer der genannten Positionen 

eine Aminogruppe. Für die Bestimmung der Substratspezifität wurden 0,2 mmol l-1 der 

Purine verwendet. Nach der Inkubation bei 55 °C wurden die abgespaltenen Amino-

gruppen (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) nachgewiesen. 

Dabei wurde die gemessene Aktivität mit Guanin als Bezugswert mit 100 % festgelegt 

(Tab. 3-4). Bei den verwendeten Purinen zeigten 6-Thioguanin (Modifikation an der 

Position 6) und 8-Azaguanin (Modifikation an der Position 8) geringe Aktivitäten, die 

weniger als 10 % verglichen mit dem Substrat Guanin ausmachten. Für 2,6-Diamino-

purin, 2-Amino-6-Chloropurin, Adenin, Adenosin und Guanosin wurden keine Aktivi-

täten ermittelt. Anhand der untersuchten Substanzen wurde für die Guanin-Deaminase 

ein sehr enges Substratspektrum bestimmt. 

Tab. 3-4. Substratspektrum für die enzymatische Reaktion der Guanin-Deaminase Agdap. 
Die relative Enzymaktivität der Agdap (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten mit 
gereinigter Guanin-Deaminase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom 
Mittelwert. Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 0,2 mmol l-1. R2, R6 und R8: Restgruppen 
an den Kohlenstoffatomen in den Positionen 2, 6 bzw. 8 des Purins. Kohlenstoffatom wurde mit einem 
Stickstoffatom ausgetauscht (a). Stickstoff der Position 9 wurde zusätzlich über eine N-glykosidische 
Bindung mit dem C1 der � -D-Pentose verknüpft (b). 

Substrat relative Aktivität (in %) R2 R6 R8 
Guanin 100 -NH2 =O -H 

2,6-Diaminopurin 1,2 ± 1,4 -NH2 -NH2 -H 
2-Amino-6-Chlorpurin 2,2 ± 2,8 -NH2 -Cl -H 

6-Thioguanin 7,9 ± 6,5 -NH2 =S -H 
8-Azaguanin 8,2 ± 1,1 -NH2 =O a 

Adenin 0,2 ± 0,3 -H -NH2 -H 
Adenosinb 0,0 ± 0,0 -H -NH2 -H 
Guanosinb 1,7 ± 0,5 -NH2 =O -H 

3.2.5.5 Einfluss verschiedener Zusätze auf die Aktivität der Guanin-Deaminase Adgap 

Für eine weiterführende biochemische Charakterisierung der gereinigten Guanin-

Deaminase aus A. adeninivorans LS3 wurden die Effekte einiger Salze und anderer 
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Substanzen wie EDTA bzw. DTT analysiert. Das Puffer-Enzym-Gemisch wurde dafür 

mit einer Salzlösung oder einer der gelösten Substanzen (aufgeführt in Tab. 3-5) 

versetzt und für eine Stunde präinkubiert. Die anschließende experimentelle Durch-

führung fand wie unter Abschnitt 2.5.6.1 beschrieben statt.  

Die ermittelten Aktivitäten der Guanin-Deaminase Agdap in Abhängigkeit der Zusätze 

sind in der Tabelle 3-5 zusammengefasst. Der Unterschied zwischen den beiden einge-

setzten Stoffmengenkonzentrationen eines jeweiligen Zusatzes betrug weniger als 10 % 

in Bezug auf die Kontrolle ohne Zusatz. Für die Ionen Ca2+, Fe2+, Fe3+, K+, Mg2+, Na+, 

Ni2+ und Zn2+ wurde kein bis maximal 15 % Verlust der relativen Aktivität nachge-

wiesen. Eine starke inhibitorische Wirkung der relativen Enzymaktivität der Guanin-

Deaminase zeigte sich bei der Zugabe von Kupfersalzen. Eine vollständige Inakti-

vierung des Proteins erfolgte durch den Zusatz von Quecksilberchlorid. Der Protease-

inhibitor PMSF und die Aminosäure L-Cystein ermöglichten eine minimale Steigerung 

von etwa 10 %. Es wurden keine statistisch signifikanten positiven Effekte durch die 

getesteten Zusätze ermittelt. 

Tab. 3-5. Einfluss verschiedener Salze und Substanzen auf die Aktivität der Guanin-Deaminase 
Agdap. 
Die relative Enzymaktivität der gereinigten Guanin-Deaminase (in %) wurde als Mittelwert aus drei 
biologischen Replikaten bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 

Zusatz 
relative Aktivität (in %) bei 

0,1 mmol l-1 
relative Aktivität (in %) bei 

1 mmol l-1 
Kontrolle (ohne Zusatz) 100 100 

CaCl2 102,9 ± 5,0 100,1 ± 14,0 
CuCl2 22,1 ± 1,6 19,8 ± 0,7 
CuSO4 21,9 ± 4,6 22,5 ± 2,9 
FeCl3 101,1 ± 4,2 102,0 ± 8,1 
FeSO4 88,5 ± 5,3 85,3 ± 2,2 
HgCl2 0,0 ± 0,0 0,5 ± 0,7 
KCl 102,3 ± 5,8 99,6 ± 7,4 

MgCl2 97,3 ± 5,8 103,1 ± 7,8 
NaF 100,5 ± 11,0 91,2 ± 4,3 
NiCl2 90,1 ± 7,7 86,3 ± 7,9 
NiSO4 90,3 ± 3,0 85,2 ± 7,3 
ZnCl2 103,3 ± 4,1 94,1 ± 8,4 
ZnSO4 97,9 ± 15,7 90,9 ± 15,0 
DTT 103,8 ± 1,1 102,5 ± 17,2 

EDTA 100,7 ± 11,4 101,7 ± 15,9 
L-Cystein 107,9 ± 2,0 110,9 ± 5,2 

Natriumazid 104,6 ± 6,7 105,6 ± 2,2 
Phenanthrolin 96,5 ± 2,2 98,4 ± 10,9 

PMSF 110,6 ± 9,0 111,7 ± 27,5 

Es wurde weiterhin der Einfluss von einzelnen Purinen auf die Guanin-Deaminase 

untersucht. Neben den bereits als potentielle Substrate getesteten Purinen (vgl. Ab-
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schnitt 3.2.5.4), wurden weitere Purine oder Purinderivate verwendet. Mit Ausnahme 

von Guanosin, das einen inhibitorischen Effekt von 50 % bewirkte, übten die ein-

gesetzten Purine nur geringfügige Veränderungen (bis maximal 15 %) der relativen 

Enzymaktivität der gereinigten Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 bezogen 

auf die Kontrolle ausschließlich mit Guanin aus (Tab. 3-6). 

Tab. 3-6. Einfluss verschiedener Purine auf die Aktivität der Guanin-Deaminase Agdap. 
Die relative Enzymaktivität der Agdap (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten mit 
gereinigter Guanin-Deaminase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom 
Mittelwert. Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 0,2 mmol l-1 zu dem verwendeten Guanin 
(0,2 mmol l-1). R2, R6 und R8: Restgruppen an den Kohlenstoffatomen in den Positionen 2, 6 und 8 des 
Purins. Kohlenstoffatom wurde mit einem Stickstoffatom ausgetauscht (a). Stickstoff der Position 9 
wurde zusätzlich über eine N-glykosidische Bindung mit dem C1 der � -D-Pentose verknüpft (b). 

Zugesetztes Purin relative Aktivität (in %) R2 R6 R8 
Kontrolle (nur Guanin) 100 -NH2 =O -H 

2,6-Diaminopurin 106,7 ± 7,4 -NH2 -NH2 -H 
2-Amino-6-Chlorpurin 93,0 ± 6,0 -NH2 -Cl -H 

6-Thioguanin 85,2 ± 1,7 -NH2 =S -H 
8-Azaguanin 99,3 ± 5,2 -NH2 =O a 
8-Azaxanthin 94,5 ± 16,9 =O =O a 

Adenin 102,2 ± 20,7 -H -NH2 -H 
Adenosinb 98,3 ± 3,9 -H -NH2 -H 
Guanosinb 48,1 ± 3,0 -NH2 =O -H 
Harnsäure 89,3 ± 5,3 =O =O =O 

Hypoxanthin 100,1 ± 5,5 -H =O -H 
Xanthin 90,6 ± 17,7 =O =O -H 

3.3 Charakterisierung der Uratoxidase AUOX/Auoxp 

3.3.1 Charakterisierung des Uratoxidase-Gens AUOX sowie Homologievergleich der 

erhaltenen Auoxp-Sequenz 

Neben der bereits beschriebenen Guanin-Deaminase (vgl. Abschnitt 3.2) wurde die 

Uratoxidase der Hefe A. adeninivorans LS3 als ein weiteres purinabbauendes Enzym 

charakterisiert. Die Nukleotidsequenz des Uratoxidase-Gens wurde basierend auf dem 

Vergleich zu Uratoxidase-Genen aus Pilzen im sequenzierten und annotierten Genom 

der Hefe identifiziert. Das Uratoxidase-Gen liegt in einfacher Kopie auf dem 

Chromosom 4. 

Die Nukleotidsequenz sowie die daraus resultierende Aminosäuresequenz sind in der 

Abbildung A-2 dargestellt. In der Nukleotidsequenz der 5‘-Promotor-Region befindet 

sich eine potentielle TATA-Box mit der Sequenz TATAAAAC (Position -78 bis -71) 

[188]. Das Gen besteht aus 921 Basenpaaren, die für 306 Aminosäuren kodieren. In der 
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Aminosäuresequenz der Auoxp von A. adeninivorans LS3 sind zahlreiche Sequenz-

motive sowie eine Kupferbindungsdomäne erkennbar, die bereits für eine Vielzahl von 

Uratoxidasen identifiziert wurden [135] und in der Tabelle 3-7 zusammengefasst sind. 

Das C-terminale Tripeptid, das einer peroxisomalen „targeting“ Sequenz 1 (PTS1) 

entspricht, deutet auf die peroxisomale Lokalisation des Proteins hin [189]. Als puta-

tives Polyadenylierungssignal wurde die Sequenz TTTATTATTTTAT in der 3‘-Termi-

nator-Region (Position 937 bis 949) [190] identifiziert. 

Tab. 3-7. Potentielle funktionelle Domänen in der Aminosäuresequenz von Auoxp. 
Aminosäuren der potentiellen Uratoxidase-spezifischen Domänen [135, 189] im Vergleich zu der 
Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3. Übereinstimmende Aminosäuren sind fett unterlegt. X: jede 
beliebige Aminosäure. 

Relevante Domäne Erkennungssequenz der Domäne Sequenz in Auoxp Position 
Motiv A [Y/H]GKXXV YGKDNV 9 bis 14 
Motiv B NSX[V/I][V/I][A/P]TD[S/T]XKN NSPVVPTDTVKN 53 bis 64 

Kupferbindungs-
domäne 

HXHXF HPHSF 118 bis 122 

Motiv C VLKTTQS VLK STGS 154 bis 160 
Motiv D SASVQATMY SPSVQATM F 231 bis 239 

Region 1 
[L/M]PN[K/L/I]H[F/Y][F/L] 

[N/P/E][I/F/V][N/D] LPNKHYFEID 259 bis 268 

PTS1 [S/A/C][K/R/H][L/M] AKL 304 bis 306 

Beim Vergleich der Aminosäuresequenz von Auoxp basierend auf Daten der NCBI-

Datenbank wurden Homologien zu der Uratoxidase von Gibberella fujikuroi (61 %), 

Neurospora crassa OR74A (62 %), Asp. fumigatus Af293 (64 %), Aspergillus clavatus 

NRRL 1 (63 %), Aspergillus nidulans FGSC A4 (61 %), A. dermatitidis SLH14081 

(61 %), Neosartorya fischeri NRRL 181 (65 %), Talaromyces stipitatus ATCC 10500 

(61 %), Penicillium marneffei ATCC 18224 (61 %) (Abb. 3-11) ermittelt. 

 

Abb. 3-11. Phylogenetischer Stammbaum des A. adeninivorans LS3 Auoxp. 
Vergleich der Aminosäuresequenz der Auoxp aus A. adeninivorans LS3 mit Uratoxidasen verschiedener 
Pilze. In Klammern stehen die Akzession-Nummern laut NCBI-Datenbank. 
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Die putative Nukleotidsequenz des AUOX-Gens wurde als Ausgangspunkt für die 

Analyse der Regulation der Transkriptakkumulation verwendet (vgl. Abschnitt 3.3.2). 

Zusätzlich wurde die Gen-Sequenz für die Konstruktion von A. adeninivorans-Stämmen 

für die Überexpression des Uratoxidase-Gens benötigt (vgl. Abschnitt 3.4). 

3.3.2 Regulation der Uratoxidase und Nachweis der enzymatischen Aktivität 

Mit Hilfe von Uratoxidase-spezifischen DNA-Oligonukleotiden erfolgte die Analyse 

der Uratoxidase-mRNA-Menge in der purinabbauenden Hefe A. adeninivorans LS3 

unter verschiedenen Wachstumsbedingungen. Die Regulation der Uratoxidase wurde in 

Abhängigkeit von der Induktionszeit und der Stoffmengenkonzentration verschiedener 

Stickstoffquellen untersucht. Der Einfluss der genannten Faktoren wurde auf der Ebene 

der Transkriptakkumulation (vgl. Abschnitt 2.4.6) und der spezifischen Enzymaktivität 

(vgl. Abschnitt 2.5.6.2) ermittelt. Nach einer 24-stündigen Wachstumsphase (HMM-

Glukose-Ammonium) wurden die Zellen in Medien mit unterschiedlichen Stickstoff-

quellen (HMM-Glukose-Purin, -Ammonium oder -Nitrat) überführt, kultiviert und Pro-

ben zu definierten Zeitpunkten entnommen (vgl. Abschnitt 2.2.2.3). 

Der Abbildung 3-12 ist der zeitabhängige Einfluss der Stickstoffquellen zu entnehmen. 

Die relative Transkriptakkumulation (Abb. 3-12, A) stieg im Verlauf der ersten 4 h der 

Kultivierung, gefolgt von einer anschließenden Reduktion auf das Ausgangsniveau. Die 

maximale Transkriptakkumulation war in den in HMM-Glukose-Hypoxanthin kulti-

vierten Hefezellen zweimal höher im Vergleich zu der Kultivierung in HMM-Glukose-

Adenin. 

Für die enzymatische Aktivität (Abb. 3-12, B) wurde in den ersten Stunden der 

Kultivierung in HMM-Glukose-Purin ein Anstieg ermittelt. Der Anstieg war in der Kul-

tivierung mit Harnsäure als Stickstoffquelle am stärksten im Vergleich zu einer Kulti-

vierung mit den Stickstoffquellen Hypoxanthin oder Adenin. Die Kultur in HMM-Glu-

kose-Harnsäure erlangte das Maximum nach einer achtstündigen Kultivierung, wohin-

gegen die maximalen Aktivitäten bei Verwendung der Stickstoffquellen Hypoxanthin 

bzw. Adenin erst nach 12 Stunden erzielt wurden. Für alle drei verwendeten Purine 

wurde ein ähnlicher Maximalwert ermittelt. Im weiteren Verlauf der Kultivierung 

reduzierte sich die spezifische Enzymaktivität in allen purinhaltigen Kulturen. In den 

ohne Purin kultivierten Hefezellen (HMM-Glukose-Ammonium) wurden über die 

gesamte Zeitspanne von 48 Stunden nur geringfügige Veränderungen nachgewiesen. 
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Abb. 3-12. Zeitabhängiger Einfluss der Stickstoffquelle auf die relative Transkriptmenge der 
AUOX und die spezifische Enzymaktivität (Auoxp) von A. adeninivorans LS3. 
Die relative Transkriptmenge der AUOX-mRNA (A) wurde für behandelte Zellen (HMM-Glukose-Ade-
nin bzw. -Hypoxanthin) in Bezug auf unbehandelte Zellen (HMM-Glukose-Nitrat) unter Verwendung der 
Referenzgene AHSB4, ALG9, TEF1 und TFIID mittels quantitativer Real-Time-PCR für drei technische 
Replikate bestimmt. Der Mittelwert der spezifischen Enzymaktivität der Auoxp (B) wurde für drei 
biologische Replikate ermittelt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 
Eingesetzte Stoffmengenkonzentration war 5 mmol l-1. 

Die Proteinextrakte der induzierten HMM-Glukose-Adeninkultur wurden in einem 

SDS-Gel elektrophoretisch getrennt und mittels Coomassie-Blau visualisiert (vgl. Ab-

schnitt 2.5.3.1). Das Proteingel ist in Abbildung 3-13 (A) dargestellt. Bei etwa 35 kDa 

wurde beginnend mit der Probe nach 4 h eine zusätzliche Proteinbande (siehe Pfeil) 

identifiziert. Bei der Analyse hatte diese Proteinbande nach 12 h die höchste Intensität. 

Zusätzlich wurden die Proteinextrakte in einem nativen Polyacrylamidgel aufgetrennt 

und mit Hilfe der Aktivität der Uratoxidase als gefärbte Proteinbande visualisiert (vgl. 

Abschnitt 2.5.3.3). Ein Umsatz des Substrates (Harnsäure) durch die vorhandene 

Uratoxidase wurde in der Probe bereits nach zwei Stunden (Abb. 3-13, B) belegt. Die 

Intensität der Verfärbung nahm im Verlauf der Kultivierung zu, was auf eine höhere 

Aktivität der Uratoxidase hinwies. Schließlich nahm die Intensität wieder ab. 

In der Abbildung 3-14 ist der Effekt, bedingt durch unterschiedliche Stoffmengen-

konzentrationen der Induktoren, zusammengefasst. Eine Erhöhung der relativen Trans-

kriptakkumulation (Abb. 3-14, A) wurde für die Kultivierung in HMM-Glukose-Ade-

nin, -Harnsäure und -Hypoxanthin ab 3 mmol l-1 nachgewiesen. Die in HMM-Glukose-

Harnsäure und -Hypoxanthin kultivierten Hefezellen zeigten eine höhere Transkript-
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akkumulation im Vergleich zur Kultivierung mit der Stickstoffquelle Adenin. Der 

Maximalwert wurde bei 5 mmol l-1 Harnsäure (386 a. u.) ermittelt. 

 

Abb. 3-13. Visualisierung der zeitabhängigen Veränderung der Proteinextrakte durch Adenin als 
Induktor. 
Auftrennung der Proteinfraktionen im zeitlichen Verlauf nach dem Wechsel des Mediums in HMM-
Glukose-Adenin (5 mmol l-1) durch ein SDS-PAGE und Visualisierung durch Coomassie-Blau (A). 
Auftrennung durch ein natives Proteingel und Visualisierung mittels Färbung der Uratoxidase (B). Pfeil 
kennzeichnet zusätzliche Proteinbande. Protein Marker (PM). 

 

Abb. 3-14. Einfluss der Stoffmengenkonzentration verschiedener Stickstoffquellen auf die relative 
Transkriptmenge der AUOX und die spezifische Enzymaktivität (Auoxp) von A. adeninivorans LS3. 
Die relative Transkriptmenge der AUOX-mRNA (A) wurde nach 2 h für behandelte Zellen (HMM-Glu-
kose-Adenin, -Harnsäure und -Hypoxanthin) in Bezug auf unbehandelte Zellen (HMM-Glukose-Nitrat) 
unter Verwendung der Referenzgene AHSB4, ALG9, TEF1 und TFIID mittels quantitativer Real-Time-
PCR für drei technische Replikate bestimmt. Der Mittelwert der spezifischen Enzymaktivität der Auoxp 
(B) wurde nach 4 h für drei biologische Replikate ermittelt. Die Standardabweichung entspricht der 
Abweichung vom Mittelwert. 
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Die spezifische Enzymaktivität der Uratoxidase (Abb. 3-14, B) erhöhte sich mit Zu-

nahme der Stoffmengenkonzentration bis 1 mmol l-1 und blieb nachfolgend, mit Aus-

nahme der Adeninkultur, bei höheren Stoffmengenkonzentrationen annähernd konstant 

(etwa 0,22 U mg-1). Bei 0,2 mmol l-1 Guanin bzw. Xanthin als Stickstoffquelle wurde 

eine spezifische Enzymaktivität von 0,11 bzw. 0,15 U mg-1 bestimmt. In HMM-Glu-

kose-Ammonium wurde keine Veränderung der spezifischen Enzymaktivität nachge-

wiesen. 

3.3.3 Intrazelluläre Lokalisation der Uratoxidase Auoxp 

Die intrazelluläre Lokalisation der Uratoxidase in den Protoplasten einer induzierten 

A. adeninivorans LS3-Kultur wurde mittels Dichtegradientenzentrifugation (vgl. Ab-

schnitt 2.5.5) analysiert. Nach der Trennung der Zellkompartimente in einem Saccha-

rosegradienten diente der Refraktionsindex der Kontrolle des Gradienten. Für jede 

Fraktion wurde die enzymatische Aktivität der Uratoxidase (vgl. Abschnitt 2.5.6.2) 

sowie zweier kompartimentenspezifischer Markerenzyme bestimmt. Als Marker für die 

Vakuole diente die � -Mannosidase (vgl. Abschnitt 2.5.6.4), und der Marker des Zyto-

plasmas war die G-6-P-DH (vgl. Abschnitt 2.5.6.3). 

Die Analyse der einzelnen Fraktionen ergab eine Reduktion des Refraktionsindex von 

etwa 1,38 auf 1,34 (Abb. 3-15), was einer Abnahme der Saccharosekonzentration mit 

zunehmender Fraktionsnummer entspricht. Die enzymatische Aktivität der Uratoxidase 

stieg ab Fraktionsnummer 12, erlangte das Maximum in Fraktion 15 und reduzierte sich 

in den nachfolgenden Fraktionen. Die Aktivität der � -Mannosidase, das Markerenzym 

der Vakuole, steigerte sich ab Fraktion 17. Die maximale Aktivität wurde in den 

Fraktionen 18 und 19 erreicht. In den nächsten Fraktionen verminderte sich die Aktivi-

tät auf 40 %. Für das Markerenzym des Zytoplasmas, die G-6-P-DH, ergab der Nach-

weis der Enzymaktivität einen leichten Anstieg in Fraktion 17 und Enzymaktivitäten 

zwischen 90 und 100 % in den darauffolgenden Fraktionen (18–22). 

Die höchste enzymatische Aktivität der Uratoxidase Auoxp wurde in der Fraktion 15 

ermittelt. Diese Fraktion besaß eine höhere Saccharosekonzentration im Vergleich zu 

den nachfolgenden Fraktionen, in denen die höchste Aktivität des jeweils verwendeten 

Markerenzyms nachgewiesen wurde. Daher kann eine Lokalisation der Uratoxidase in 

der Vakuole sowie im Zytoplasma ausgeschlossen werden. Anhand der Analyse der 

Aminosäuresequenz und der dabei identifizierten C-terminalen Signalsequenz (vgl. Ab-
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schnitt 3.3.1) wurde eine peroxisomale Lokalisation angenommen. Es gelang nicht die 

Aktivität eines typischen Markerenzyms der Peroxisomen, wie D-Aminosäure-Oxidase, 

oder der Mitochondrien (Cytochrom-c-Oxidase), in den Fraktionen des Gradienten 

nachzuweisen. 

 

Abb. 3-15. Intrazelluläre Lokalisation der Uratoxidase Auoxp in A. adeninivorans LS3-Hefezellen 
(mittels Dichtegradientenzentrifugation). 
Primärachse: Enzymaktivitäten der Uratoxidase, � -Mannosidase (Markerenzym der Vakuole) und G-6-P-
DH (Markerenzym des Zytoplasmas). Sekundärachse: Refraktionsindex einer Dichtegradienten-
zentrifugation auf einem Gradienten mit 17,5 bis 40 % Saccharose. 

3.3.4 Reinigung der Uratoxidase Auoxp 

Die biochemische Charakterisierung der Uratoxidase erfolgte mit gereinigtem Enzym 

aus A. adeninivorans LS3-Hefezellen [HMM-Glukose-Harnsäure (5 mmol l-1, 8 h), vgl. 

Abschnitt 2.2.2.3]. Die Charakterisierung diente der Ermittlung der optimalen Para-

meter für die Enzymreaktion sowie der notwendigen Zusätze für eine maximale enzy-

matische Aktivität. Die Reinigung der Uratoxidase wurde zur Entfernung sämtlicher 

inhibierender Substanzen sowie nicht relevanter Proteine durchgeführt. Nach Anionen-

austauschchromatographie mittels DEAE-Sepharose (vgl. Abschnitt 2.5.4.2) wurden die 

vereinten Proteine nach der Größe fraktioniert (vgl. Abschnitt 2.5.4.3). 

Die maximale Enzymaktivität wurde bei einer nativen molekularen Masse von 65 bis 

70 kDa bestimmt. In der Tabelle 3-8 ist ein Überblick über eine Reinigung der 

Uratoxidase zusammengefasst. Die Uratoxidase wurde maximal um das 4,4-fache 

gereinigt und auf eine spezifische Aktivität von 0,34 U mg-1 konzentriert. 
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Tab. 3-8. Reinigung der Uratoxidase Auoxp von A. adeninivorans LS3. 
Die Hefezellen wurden für 24 h in HMM-Glukose-Nitrat kultiviert, gewaschen und geshiftet nach HMM-
Glukose-Harnsäure (5 mmol l-1) für 8 h. Für jeden Reinigungsschritt wurden das Extraktvolumen, der 
Proteingehalt und die Enzymaktivität aufgezeichnet und die spezifische Aktivität, die Ausbeute sowie die 
Reinigung berechnet. 

Methode 
Extrakt-
volumen 
(in ml) 

Protein-
gehalt 
(in mg) 

Aktivität 
(in U) 

spezifische 
Aktivität 

(in U mg-1) 

Ausbeute 
(in %) 

Reinigung 
(in -fach) 

Rohextrakt 11 127,0 9,8 0,08 100,0 1,0 
DEAE 6,5 48,4 3,0 0,06 30,8 0,8 

Superdex 3,5 0,9 0,3 0,34 2,9 4,4 

Im Anschluss wurden die einzelnen Schritte der Reinigung in einem SDS-Gel 

aufgetrennt und visualisiert (vgl. Abschnitt 2.5.3.1). Das Proteingel (Abb. 3-16, A) zeigt 

nach dem zweiten Reinigungsschritt eine Proteinbande oberhalb von 35 kDa (siehe 

Pfeil), wie bereits bei der zeitabhängigen Induktion in einer Kultur mit Adenin (vgl. 

Abschnitt 3.3.2) festgestellt wurde. 

Die entsprechende Proteinbande wurde aus dem SDS-Gel ausgeschnitten, mit Trypsin 

inkubiert und mittels nanoLC-ESI-Q-TOF-MS/MS analysiert (vgl. Abschnitt 2.5.7.2). 

Ein Abgleich gegen die Sequenzdatenbank von A. adeninivorans ergab einen signifi-

kanten Treffer für den Identifier Arxula_mira_c57. Die gefundenen 11 Peptide (fett 

dargestellt in Abb. 3-16, B) führten zu einer Sequenzübereinstimmung von 37 % zu der 

putativen Aminosäuresequenz der Auoxp. 

 

Abb. 3-16. Reinigung der Uratoxidase Auoxp und Identifikation der Proteinbande mittels nanoLC-
ESI-Q-TOF-MS/MS. 
Auftrennung der Proteinfraktionen durch SDS-PAGE und Visualisierung mittels Coomassie-Blau (A). 
Protein Marker (PM), Rohextrakt (RE), vereinte Fraktionen nach DEAE-Sepharose (DEAE) und nach 
Gelfiltration (Superdex). Identifikation der gekennzeichneten Bande (Pfeil) als Auoxp mittels nanoLC-
ESI-Q-TOF-MS/MS. Fett unterlegte Peptide führten zur Identifikation des Proteins (B). 
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3.3.5 Biochemische Charakterisierung der Uratoxidase Auoxp 

3.3.5.1 Einfluss des pH-Wertes auf die Aktivität der Uratoxidase Auoxp 

Der Einfluss des pH-Wertes auf die enzymatische Aktivität der Uratoxidase aus 

A. adeninivorans LS3 wurde in Natrium-Citrat- (pH 3,0–5,5), Kalium-Phosphat- (pH 

6,0–7,0), Tris-Acetat- (pH 7,5–9,0), Glycin-Natriumhydroxid- (pH 9,5–10,5) und Di-

natriumhydrogen-Phosphat-Puffer (pH 11,0–11,5) untersucht (vgl. Abschnitt 2.5.6.2). 

Die höchste enzymatische Aktivität wurde bei einem pH-Wert von 8 bestimmt (Abb. 3-

17, A). In einem pH-Bereich von 7,5 bis 9,5 wurde eine relative Enzymaktivität von 

mindestens 80 % nachgewiesen. 

Die Stabilität der enzymatischen Aktivität in den verschiedenen Puffern wurde nach 

einer zweistündigen Präinkubation des Puffer-Enzym-Gemisches bei 37 °C ermittelt. 

Die maximale Stabilität wurde bei einem pH-Wert von 8,5 festgestellt (Abb. 3-17, B). 

Die ermittelten Daten belegten eine relative Enzymaktivität von über 80 % im pH-

Bereich von 7,5 bis 10,0. 

 

Abb. 3-17. Einfluss des pH-Wertes auf die Uratoxidase-Aktivität Auoxp. 
pH-Optimum (A) und Stabilität des pH-Optimums nach zweistündiger Präinkubation bei 37 °C (B) 
wurden mit gereinigter Uratoxidase als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten in Natrium-Citrat- 
(pH 3,0–5,5), Kalium-Phosphat- (pH 6,0–7,0), Tris-Acetat- (pH 7,5–9,0), Glycin-Natriumhydroxid- (pH 
9,5–10,5) und Dinatriumhydrogen-Phosphat-Puffer (pH 11,0–11,5) ermittelt. Die Standardabweichung 
entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 

3.3.5.2 Einfluss der Temperatur auf die Aktivität der Uratoxidase Auoxp 

Die Ermittlung der optimalen Inkubationstemperatur für die gereinigte Uratoxidase 

erfolgte nach einer 20-minütigen Präinkubation des Puffer-Enzym-Gemisches mit 

einem pH-Wert von 8,0 sowie des Substrates bei einer Temperatur zwischen 25 und 
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55 °C (vgl. Abschnitt 2.5.6.2). Durch die Zugabe des Substrates wurde die enzyma-

tische Reaktion gestartet und bei den gewählten Temperaturen für 15 min durchgeführt. 

Die optimale Temperatur für die Inkubation der Uratoxidase lag bei 40 °C (Abb. 3-18, 

A). Eine relative Enzymaktivität von über 80 % wurde bis 50 °C nachgewiesen. 

Die temperaturabhängige Stabilität der enzymatischen Reaktion der Uratoxidase ist in 

Abbildung 3-18 (B) zusammengefasst. Das Puffer-Enzym-Gemisch mit einem pH-Wert 

von 8,0 wurde zu diesem Zweck für unterschiedliche Inkubationszeiten (0, 15, 30, 45 

oder 60 min) bei verschiedenen Temperaturen (30, 40, 50 bzw. 60 °C) präinkubiert. Die 

enzymatische Reaktion wurde im Anschluss an die Präinkubation durch die Zugabe des 

Substrates eingeleitet und bei 40 °C inkubiert. Die relative enzymatische Aktivität blieb 

bis zu einer Präinkubationstemperatur von 50 °C über den untersuchten Zeitraum stabil. 

Bei höherer Temperatur ging die Stabilität der enzymatischen Reaktion bereits nach 

15 min fast vollständig verloren. 

 

Abb. 3-18. Einfluss der Temperatur auf die Uratoxidase-Aktivität Auoxp. 
Temperaturoptimum (A) und Stabilität der enzymatischen Reaktion nach einer Präinkubation für 0 bis 
60 min bei 30 bis 60 °C (B) wurden als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten mit gereinigter 
Uratoxidase in einem Puffer pH 8,0 bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom 
Mittelwert. 

3.3.5.3 Ermittlung von kM und vmax für die Uratoxidase Auoxp 

Die Michaelis-Menten-Konstante (kM-Wert) der Uratoxidase wurde, wie in Abschnitt 

2.5.6.2 beschrieben, mit Hilfe des Hanes-Woolf-Diagrammes berechnet. Die verwen-

deten Harnsäurestoffmengenkonzentrationen (0 bis 750 µmol l-1) ergaben einen kM-

Wert von 56 µmol l-1 und einen vmax-Wert von 79 nmol min-1 (Abb. 3-19). Eine 

Wechselzahl (kcat) von 38 s-1 wurde unter Berücksichtigung der zwei katalytischen 

Zentren der Uratoxidase mit einer nativen molekularen Masse von 65 bis 70 kDa (vgl. 
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Abschnitt 3.3.4) bestimmt. Die Enzymeffizienz (kcat/kM) beträgt 0,7 l (µmol s)-1. Eine 

Kooperativität der zwei Untereinheiten wurde vermutet, jedoch nicht eindeutig nach-

gewiesen. 

 

Abb. 3-19. Hanes-Woolf-Diagramm zur Bestimmung von kM und vmax der Uratoxidase Auoxp für 
das Substrat Harnsäure. 
Berechnung des kM- und vmax-Wertes der gereinigten Uratoxidase mit Hilfe des Hanes-Woolf-
Diagrammes unter Verwendung von verschiedenen Stoffmengenkonzentrationen zwischen 0 und 
750 µmol l-1 für Harnsäure. 

3.3.5.4 Substratspektrum der Uratoxidase Auoxp 

Als potentielle Substrate der Uratoxidase wurden Purine oder Purinderivate, wie in 

Tabelle 3-9 aufgelistet, eingesetzt. Die Purinderivate weisen Methylierungen an ver-

schiedenen Stickstoffatomen auf oder verfügen über eine Öffnung in einem der Ring-

systeme, die mit dem Verlust von einzelnen Atomen verbunden ist. Der Nachweis der 

enzymatischen Aktivität erfolgte über eine Farbreaktion, mit der die abgespaltenen 

Wasserstoffperoxidmoleküle mittels einer Peroxidase enzymatisch umgesetzt und der 

gebildete Farbstoff photometrisch bestimmt wurde (vgl. Abschnitt 2.5.6.2). 

Die ermittelten enzymatischen Aktivitäten unter der Verwendung der potentiellen 

Substrate sind in der Tabelle 3-9 zusammengefasst. Dabei wurde die Aktivität mit dem 

Substrat Harnsäure als 100 % festgelegt. Keines der verwendeten Purine bzw. Purin-

derivate erzielte eine enzymatische Aktivität größer als 4 % verglichen mit dem Substrat 

Harnsäure. Die Daten belegen das enge Substratspektrum der Uratoxidase Auoxp. 

  

0

2000

4000

6000

8000

10000

12000

-100 100 300 500 700 900H
ar

ns
äu

re
 (

G
es

ch
w

in
di

gk
ei

t)-
1

(in
 (

µ
m

ol
 l

-1
) 

(µ
m

ol
 m

in
-1

)-1
)

Harnsäure (in µmol l-1)



KAPITEL 3 – ERGEBNISSE 

69 

Tab. 3-9. Substratspektrum für die enzymatische Reaktion der Uratoxidase Auoxp. 
Die relative Enzymaktivität der Auoxp (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten mit 
gereinigter Uratoxidase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 
Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 1,2 mmol l-1. R2, R6 und R8: Restgruppen an den 
Kohlenstoffatomen in den Positionen 2, 6 bzw. 8 des Purins. Kohlenstoffatom wurde mit einem 
Stickstoffatom ausgetauscht (a). Stickstoff der Position 9 wurde zusätzlich über eine N-glykosidische 
Bindung mit dem C1 der � -D-Pentose verknüpft (b). Ringöffnung im heterozyklischen Ring mit Verlust 
von Atom der Position 6 (c). Methylgruppe an vorhandenem Stickstoffatom angefügt (Angabe der 
Position) (d). Ringöffnung im Imidazol-Ring, Verlust von Atom der Position 7 und 8, Austausch von 
Kohlenstoff- bzw. Stickstoffatom in den Positionen 5 und 9, Kohlenstoffatom der Position 9 mit =O 
sowie –O- verbunden (e). n. v. nicht vorhanden. 

Substrat relative Aktivität (in %) R2 R6 R8 
Harnsäure 100 =O =O =O 

8-Azaxanthin 1,2 ± 1,2 =O =O a 
Adenin 0 ± 0 -H -NH2 -H 

Adenosinb 0,7 ± 0,7 -H -NH2 -H 
Allantoinc 0,1 ± 0,2 =O n. v. =O 

Guanin 0 ± 0 -NH2 =O -H 
Guanosinb 2,7 ± 1,5 -NH2 =O -H 

Hypoxanthin 4,0 ± 1,5 -H =O -H 
Inosinb 0,3 ± 0,6 -H =O -H 

Koffeind (1, 3,7) 0,4 ± 0,5 =O =O -H 
Oxonate 0,9 ± 1,0 =O =O n. v. 

Theobromind (3,7) 2,7 ± 0,4 =O =O -H 
Xanthin 0,1 ± 0,1 =O =O -H 

Xanthosinb 0,4 ± 0,4 =O =O -H 

3.3.5.5 Einfluss verschiedener Zusätze auf die Aktivität der Uratoxidase Auoxp 

Die Bestimmung des Effektes einiger Salze sowie anderer Substanzen erfolgte nach 

einer einstündigen Präinkubation des Gemisches mit dem Zusatz in unterschiedlichen 

Stoffmengenkonzentrationen (0,1 bzw. 1 mmol l-1). Nach der Zugabe des Substrates der 

Uratoxidase ist die weitere Vorgehensweise dem Abschnitt 2.5.6.2 zu entnehmen. 

Die resultierenden Effekte sind in der Tabelle 3-10 dargestellt. Eine starke 

inhibitorische Wirkung ging von den Kupfersalzen aus. Eine Verwendung von Queck-

silberchlorid bewirkte eine Reduktion auf maximal 13 % der relativen Enzymaktivität 

verglichen mit der Kontrolle ohne Zusätze (100 %). Negative Effekte wurden weiterhin 

durch 1 mmol l-1 Co2+, Ni2+ und Zn2+ bestimmt, mit einer maximalen relativen Enzym-

aktivität von 29 %. Die Präinkubation mit 0,1 mmol l-1 Ni2+ und Zn2+ führte zu keiner 

Veränderung der enzymatischen Aktivität. Eine Erhöhung der enzymatischen Aktivität 

um 23 % wurde durch 0,1 mmol l-1 Co2+ nachgewiesen. Eine Steigerung bzw. Reduk-

tion der enzymatischen Aktivität um maximal 16 % wurde durch die Ionen Fe3+, K+, 

Mg2+ und Na+ sowie die verwendeten Zusätze EDTA, Natriumazid, Phenanthrolin und 
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PMSF (0,1 und 1 mmol l-1) hervorgerufen. Eine Zunahme der Aktivität um etwa 50 % 

wurde durch DTT bzw. die Aminosäure L-Cystein erzielt. 

Tab. 3-10. Einfluss verschiedener Salze und Substanzen auf die Aktivität der Uratoxidase Auoxp. 
Die relative Enzymaktivität der gereinigten Uratoxidase (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen 
Replikaten bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 

Zusatz 
relative Aktivität (in %) bei 

0,1 mmol l-1 
relative Aktivität (in %) bei 

1 mmol l-1 
Kontrolle (ohne Zusatz) 100 100 

CoCl2 122,7 ± 3,7 17,7 ± 3,4 
CuCl2 7,7 ± 2,1 8,8 ± 5,0 
CuSO4 7,6 ± 2,7 4,9 ± 4,9 
FeCl3 84,2 ± 14,1 85,7 ± 17,9 
HgCl2 13,0 ± 5,1 0 ± 0 
KCl 100,6 ± 2,9 95,0 ± 8,9 

MgCl2 94,9 ± 9,9 90,5 ± 10,4 
NaCl 98,8 ± 1,1 96,3 ± 8,2 
NaF 108,4 ± 8,0 110,3 ± 11,7 
NiCl2 96,6 ± 4,3 28,5 ± 5,1 
NiSO4 100,1 ± 3,2 27,9 ± 3,5 
ZnCl2 108,2 ± 2,2 25,3 ± 5,4 
ZnSO4 103,1 ± 2,0 19,6 ± 4,2 
DTT 149,8 ± 37,0 150,7 ± 40,5 

EDTA 110,0 ± 6,7 112,9 ± 11,7 
L-Cystein 150,8 ± 35,2 143,5 ± 35,7 

Natriumazid 103,3 ± 8,5 104,0 ± 7,8 
Phenanthrolin 103,1 ± 8,7 86,0 ± 18,9 

PMSF 104,2 ± 8,6 102,35 ± 4,5 

Weiterhin wurde für die Charakterisierung der biochemischen Eigenschaften der 

Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 die zusätzliche Verwendung von Purinen oder 

diversen Purinderivate getestet. Verwendung fanden dabei unter anderem die bereits als 

potentielle Substrate ausgeschlossenen Stoffe (vgl. Abschnitt 3.3.5.4). Der Nachweis 

der enzymatischen Aktivität der Uratoxidase war ebenfalls als Farbreaktion an die 

Aktivität einer Peroxidase gekoppelt (vgl. Abschnitt 2.5.6.2). 

Die Mehrzahl der getesteten Purine bzw. Purinderivate, wie Adenin, Allantoin, Koffein 

oder Theobromin, bewirkten nur geringfügige Änderung der relativen Enzymaktivität 

bis maximal 20 % verglichen mit der Kontrolle ohne zusätzliches Purin oder Purin-

derivat (Tab. 3-11). Beispielsweise inhibierte Xanthin die enzymatische Aktivität um 

fast 18 % und Hypoxanthin steigerte die Aktivität um etwa 16 %. Eine deutliche 

Reduktion der enzymatischen Aktivität um etwa 40 % wurde mit Guanin beobachtet. 

Fast 80 % der Aktivität der Uratoxidase ging durch den Zusatz von 8-Azaxanthin 

verloren. Das Purinderivat Oxonat verursachte die stärkste Inhibition (91 %). 
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Tab. 3-11. Einfluss verschiedener Purine auf die Aktivität der Uratoxidase Auoxp. 
Die relative Enzymaktivität der Auoxp (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen Replikaten mit 
gereinigter Uratoxidase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom Mittelwert. 
Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 1,2 mmol l-1 zu der verwendeten Harnsäure 
(1,2 mmol l-1). R2, R6 und R8: Restgruppen an den Kohlenstoffatomen in den Positionen 2, 6 bzw. 8 des 
Purins. Kohlenstoffatom wurde mit einem Stickstoffatom ausgetauscht (a). Stickstoff der Position 9 
wurde zusätzlich über eine N-glykosidische Bindung mit dem C1 der � -D-Pentose verknüpft (b). 
Ringöffnung im heterozyklischen Ring mit Verlust von Atom der Position 6 (c). Methylgruppe an 
vorhandenem Stickstoffatom angefügt (Angabe der Position) (d). Ringöffnung im Imidazol-Ring, Verlust 
von Atom der Position 7 und 8, Austausch von Kohlenstoff- bzw. Stickstoffatom in den Positionen 5 und 
9, Kohlenstoffatom der Position 9 mit =O sowie –O- verbunden (e). n. v. nicht vorhanden. 

Substrat relative Aktivität (in %) R2 R6 R8 
Kontrolle (nur Harnsäure) 100 =O =O =O 

8-Azaxanthin 22,3 ± 0,8 =O =O a 
Adenin 111,2 ± 7,4 -H -NH2 -H 

Adenosinb 104,9 ± 5,4 -H -NH2 -H 
Allantoinc 102,1 ± 5,7 =O n. v. =O 

Guanin 59,5 ± 27,5 -NH2 =O -H 
Guanosinb 111,3 ± 6,1 -NH2 =O -H 

Hypoxanthin 115,5 ± 5,1 -H =O -H 
Inosinb 106,0 ± 8,3 -H =O -H 

Koffeind (1, 3,7) 101,6 ± 3,3 =O =O -H 
Oxonate 9,0 ± 3,0 =O =O n. v. 

Theobromind (3,7) 113,4 ± 5,6 =O =O -H 
Xanthin 82,1 ± 1,5 =O =O -H 

Xanthosinb 103,1 ± 2,8 =O =O -H 

3.4 Überexpression des AGDA- und AUOX-Gens sowie Charakteri-

sierung der rekombinanten Proteine 

3.4.1 Klonierung auf der Basis des Xplor®2-Vektorsystems 

Nach der Charakterisierung der purinabbauenden Enzyme aus A. adeninivorans LS3, 

stellte die induktorunabhängige Überexpression der Guanin-Deaminase- bzw. der 

Uratoxidase-Gene ein weiteres Ziel dieser Arbeit dar. Die benötigten Stämme wurden 

mit Hilfe des etablierten Xplor®2-Vektorsystems [1] erzeugt. 

Das Xplor®2-Transformations-/Expressionssystem besteht aus einem E. coli-spezi-

fischen Teil sowie einer verkürzten hefespezifischen Sequenz (25S-rDNA Sequenz aus 

A. adeninivorans), welche durch eine multiple Klonierungsstelle unterbrochen ist, in die 

bis zu fünf Module für die Selektion bzw. Expression integriert werden können. Der 

E. coli-spezifische Vektorteil ist durch eine Restriktionsendonuklease komplett vom 

hefespezifischen Vektorteil trennbar. Die Selektions- und Expressionsmodule wurden 

mit der � 25S-rDNA-Sequenz flankiert [YRC (yeast ribosomal DNA integration 

expression cassette), mit REN AscI] sowie ohne die flankierende hefespezifische 
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Sequenz [YICs (yeast integration expression cassettes), mit REN SbfI] ins Genom der 

Hefe über homologe oder nicht-homologe Rekombination integriert. 

3.4.2 Selektionsmodule 

Eine Komplementation der Auxotrophie der verwendeten Hefemutanten erfolgte über 

das Selektionsmodul. Verwendung fanden in dieser Arbeit die tryptophanauxotrophe 

Hefe A. adeninivorans G1212 (homologe Expression) und die uracilauxotrophe Hefe 

H. polymorpha RB11 (heterologe Expression) (vgl. Abschnitt 2.1.2). 

Das Selektionsmodul für die tryptophanauxotrophe Hefe A. adeninivorans G1212 

bestand aus dem ALEU2-Promotor, dem ATRP1m-Gen und dessen endogenen Termi-

nator. Nach der Integration dieses Selektionsmodul in das Xplor®2-Transformations-/ 

Expressionssystem wurde das Plasmid Xplor2.2 erzeugt (Abb. A-3, A) [1], das als Basis 

für die Konstruktion der Xplor2.2-Derivate diente. 

Für die uracilauxotrophe Hefe H. polymorpha RB11 enthielt das Selektionsmodul das 

AURA3mmm-Gen einschließlich des endogenen Promotors und Terminators. Das 

AURA3mmm-Gen stammte aus dem Vektor pCR4®-TOPO-AURA3mmm. Das erzeugte 

Plasmid Xplor2.3 (Abb. A-3, B) ermöglichte die Konstruktion der Xplor2.3-Derivate. 

3.4.3 Expressionsmodule 

Die unterschiedlichen Expressionsmodule basieren auf der Nutzung verschiedener 

Promotoren sowie der Modifikation des Guanin-Deaminase- bzw. des Uratoxidase-

Gens mit einer Nukleotidsequenz kodierend für einen sechsfachen Histidin-Tag (His-

Tag, Kennzeichnung: 6H). Die konstitutive Expression wurde durch den TEF1-Promo-

tor ermöglicht. Für eine induzierbare Expression wurde der nitratinduzierbare AYNI1-

Promotor bzw. der methanolinduzierbare FMD-Promotor verwendet. Als Terminator 

der Transkription diente der PHO5-Terminator aus S. cerevisiae. 

Zu Beginn der Klonierungsarbeiten wurden die Basisvektoren bestehend aus Promotor, 

Erkennungssequenz für die REN EcoRI, BamHI sowie NotI und Terminator erstellt. 

Das entstehende Expressionsmodul war dabei von den Restriktionsschnittstellen für SalI 

und ApaI bzw. SpeI und SacII flankiert. Aus den zur Verfügung stehenden Vektoren 

pBS-TEF1-PHO5-SA und pBS-TEF1-PHO5-SS wurde durch Austausch des Promotors 

(Donor: pCR4®-TOPO-AYNI1-ATAN1-PHO5) pBS-AYNI1-PHO5-SA sowie pBS-
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AYNI1-PHO5-SS erzeugt. Der FMD-Promotor für pBS-FMD-PHO5-SS stammte aus 

dem Plasmid pBS-MOX-FMD-PHO5-EBN1. 

Nach der Amplifikation der Gene (vgl. Abschnitt 2.3.1) wurden die isolierten DNA-

Fragmente (flankiert mit Erkennungssequenz für REN EcoRI und NotI) zwischen Pro-

motor und Terminator über einen DNA-Verdau mit den REN EcoRI und NotI (vgl. 

Abschnitt 2.3.2) und einer nachfolgenden Ligation (vgl. Abschnitt 2.3.6) in das Plasmid 

integriert. Die konstruierten Vektoren mit den Expressionsmodulen der Guanin-

Deaminase und Uratoxidase wurden im Anschluss über einen Restriktionsverdau (SalI 

und ApaI bzw. SpeI und SacII) in die Basisvektoren Xplor2.2 (Abb. A-3, A) bzw. 

Xplor2.3 (Abb. A-3, B) integriert. 

3.4.4 Überblick über die erstellten Transformationskassetten 

Die Hefen A. adeninivorans G1212 (vgl. Abschnitt 2.3.8) oder H. polymorpha RB11 

(vgl. Abschnitt 2.3.9) wurden mit linearen Transformationskassetten transformiert. 

Dafür wurden die konstruierten DNA-Plasmide (Abb. A-3 und A-4) mit den Restrik-

tionsendonukleasen AscI bzw. SbfI (vgl. Abschnitt 2.3.2) verdaut. In Abbildung 3-20 

sind die YRC-Varianten dargestellt, die durch die Entfernung der flankierenden � 25S-

rDNA-Sequenzen (REN SbfI) zu YIC-Transformationskassetten modifizierbar waren. 

Die Kontrollstämme (Abb. 3-20, A, B) enthalten ausschließlich das Selektionsmodul, 

das für die Komplementierung der Auxotrophie und damit der Selektion der Mutanten 

notwendig ist. In allen Überexpressionsstämmen wurde mit dem Selektionsmodul min-

destens ein Expressionsmodul in die Hefe transformiert (Abb. 3-20, C–N). 

Bei YRC102-AYNI1-AGDA(6H), -AUOX(6H) sowie YRC103-FMD-AUOX(6H) 

(Abb. 3-20, C–H) handelt es sich um Transformationskassetten mit nitrat- bzw. metha-

nolinduzierbarer Expression. Die Gene der Guanin-Deaminase und der Uratoxidase 

wurden dabei unverändert (Abb. 3-20, C, E, G) bzw. modifiziert mit einer Nukleotid-

sequenz kodierend für einen C-terminalen His-Tag (Abb. 3-20, D, F, H) verwendet. 

Eine konstitutive Expression der Guanin-Deaminase bzw. der Uratoxidase wurde durch 

die Transformationskassetten YRC102-TEF1-AGDA(6H), -AUOX(6H), -6HAUOX 

und -2AUOX (Abb. 3-20, I–N) ermöglicht. Das Expressionsmodul mit dem Guanin-

Deaminase- bzw. dem Uratoxidase-Gen befand sich einfach (Abb. 3-20, I, K) bzw. 

zweifach (Abb. 3-20, N) in der Transformationskassette. Eine Modifikation des Gens 
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wurde mit einer Nukleotidsequenz kodierend für einen C-terminalen His-Tag (Abb. 3-

20, J, L) bzw. für einen N-terminalen His-Tag (Abb. 3-20, M) erzielt. 

 

Abb. 3-20. Übersicht über die erstellen Transformationskassetten. 
Transformationskassetten nach DNA-Verdau mit REN AscI. Grundelemente: Promotor, Gen-ORF, Trans-
kriptionsterminator und � 25S-rDNA-Fragmente. Wenn die Grundelemente nicht einzeln erkennbar sind, 
wurden endogene Promotoren oder Terminatoren zum ORF verwendet. Erkennungssequenzen der REN 
AscI und SbfI wurden abgebildet. 
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3.4.5 Selektion der erhaltenen Transformanden 

Die Integration der unterschiedlichen Typen von Transformationskassetten ging mit der 

Komplementierung der Auxotrophie der Mutanten A. adeninivorans G1212 bzw. 

H. polymorpha RB11 einher und ermöglichte das Wachstum der Transformanden auf 

Kultivierungsplatten ohne zusätzliche Aminosäure oder Base. Für etwa 50 Hefetrans-

formanden jedes Typs der Transformationskassette wurde die Integration der DNA ins 

Genom der Hefe stabilisiert (vgl. Abschnitt 2.2.2.5). Die mitotisch stabilen Transfor-

manden wurden kultiviert (vgl. Abschnitt 2.2.2.4) und auf ihre enzymatische Aktivität 

bezüglich der Guanin-Deaminase (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) bzw. der Uratoxidase (vgl. 

Abschnitt 2.5.6.2) untersucht. 

Bei der Selektion von Transformanden der unterschiedlichen Typen wurde eine Viel-

zahl von Hefetransformanden mit erhöhter Enzymaktivität im Vergleich zum Kontroll-

stamm ermittelt. Ein Vergleich der unterschiedlichen Typen von Transformationskasset-

ten (als YIC bzw. YRC) ergab eine höhere enzymatische Aktivität mit den konstitutiv 

exprimierten Genen im Vergleich zu den induziert exprimierten Genen, was sowohl für 

die rekombinante Guanin-Deaminase als auch die rekombinante Uratoxidase galt. 

Wenige Hefetransformanden des Typs G1212/YRC102- bzw. G1212/YIC102-AYNI1-

AUOX stellten eine Ausnahme dar, da sie ebenfalls eine erhöhte enzymatische Aktivität 

besaßen. Für die nachfolgenden Untersuchungen wurden Transformanden der Trans-

formationskassetten-Typen mit konstitutiver Expression gewählt, für welche die höchste 

enzymatische Aktivität bestimmt wurde. Zusätzlich wurden für die Analysen der 

Uratoxidase einige Hefetransformanden des Typs G1212/YRC102- bzw. G1212/ 

YIC102-AYNI1-AUOX verwendet. 

3.4.6 Vergleich der Transformanden mit rekombinanter Guanin-Deaminase 

Die stabile Integration der Transformationskassette (AGDA-Gen) in die Transformanden 

wurde mit Hilfe einer Southern-Blot-Analyse überprüft. Dafür wurde die genomische 

DNA ausgewählter Transformanden isoliert (vgl. Abschnitt 2.3.10.3) und mit der REN 

PvuII verdaut (vgl. Abschnitt 2.3.2). Die elektrophoretisch getrennte DNA wurde 

„geblottet“ und mit einer AGDA-spezifischen DNA-Sonde hybridisiert (vgl. Abschnitt 

2.3.12). 
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Das entstandene Bandenmuster (Abb. 3-21, A) zeigt in dem Kontrollstamm G1212/ 

YRC102 eine Bande oberhalb von 4000 Basenpaaren. Diese Bande entspricht der 

Größe des DNA-Fragmentes des endogenen AGDA-Gens nach einem Verdau der 

genomischen DNA mit PvuII (Abb. 3-21, B). Die Transformationskassette wurde in 

mindestens einer Kopie ins Genom des Stammes A. adeninivorans G1212 integriert, 

was durch zusätzliche Banden im Southern-Blot belegt ist. 

 

Abb. 3-21. Nachweis der Integration der Transformationskassette mit AGDA-Gen in das Genom 
von A. adeninivorans G1212. 
Die genomische DNA nach Restriktion mit der REN PvuII und Southern-Blot (Sonde entspricht dem 
AGDA-ORF) für G1212/YIC102-TEF1-AGDA, G1212/YRC102-TEF1-AGDA, G1212/YIC102-TEF1-
AGDA6H, G1212/YRC102-TEF1-AGDA6H und G1212/YRC102 (A). Schnittmuster der REN PvuII in 
der genomischen DNA (B). Marker: GeneRulerTM 1 kb DNA Ladder. 

Die Transformanden mit integrierter Transformationskassette wurden in HMM-Glu-

kose-Nitrat über 96 h kultiviert (vgl. Abschnitt 2.2.2.4). Neben der Bestimmung der 

enzymatischen Aktivität der Guanin-Deaminase (vgl. Abschnitt 2.5.6.1) wurde das 

Trockengewicht der Hefezellen ermittelt (vgl. Abschnitt 2.2.4). Die resultierende spezi-

fische Aktivität der Transformanden zeigte für alle getesteten Stämme mit integriertem 

Expressionsmodul eine Steigerung nach 24 h (Abb. 3-22). Es wurden dabei Werte von 

52 bis 73 U g-1 TG nachgewiesen. In den 48 h-Proben wurden reduzierte Aktivitäten bei 

den getesteten Transformanden ermittelt. In den Kontrollstämmen (G1212/YRC102,  

-YIC102) wurde keine erhöhte Aktivität bestimmt. Die höchste enzymatische Aktivität 

wurde mit G1212/YRC102-TEF1-AGDA6H erreicht. 
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Abb. 3-22. Aktivität der rekombinanten Guanin-Deaminase in A. adeninivorans G1212-Trans-
formanden. 
Ermittlung des Mittelwertes (drei biologische Replikate) der enzymatischen Aktivität der Guanin-
Deaminase (in U l-1) und des Trockengewichtes (in g TG l-1) der Transformanden in einer HMM-
Glukose-Nitratkultur. Berechnung der spezifischen Aktivität (in U g-1 TG). G1212/YIC102-TEF1-
AGDA, G1212/YIC102-TEF1-AGDA6H, G1212/YIC102, G1212/YRC102-TEF1-AGDA, G1212/ 
YRC102-TEF1-AGDA6H und G1212/YRC102. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung 
vom Mittelwert. 

3.4.7 Charakterisierung der rekombinanten Guanin-Deaminase Agda6hp 

Die Selektion von Transformanden unterschiedlichen Typs (vgl. Abschnitt 3.4.5) ergab 

eine erhöhte enzymatische Aktivität in den Transformanden mit einer konstitutiv expri-

mierten, rekombinanten Guanin-Deaminase. Die stabile Integration der Transforma-

tionskassette in das Genom der Transformande wurde mit einer Southern-Blot-Analyse 

bestätigt (vgl. Abschnitt 3.4.6). Beim Vergleich der enzymatischen Aktivitäten zeigte 

die Guanin-Deaminase der Transformande G1212/YRC102-TEF1-AGDA6H nach 24-

stündiger Kultivierung (HMM-Glukose-Nitrat) einen Maximalwert und wurde mit dem 

endogenen Enzym aus der Hefe A. adeninivorans LS3 verglichen. 

Die Abbildung 3-23 zeigt die intrazelluläre Lokalisation der Guanin-Deaminase der 

Transformande G1212/YRC102-TEF1-AGDA6H. Die Reduktion des Refraktionsindex 
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mit zunehmender Fraktionsnummer belegte im intakten Gradienten eine sinkende 

Saccharosekonzentration. Die höchste Enzymaktivität der rekombinanten Guanin-

Deaminase wurde in der Fraktion 17 nachgewiesen (100 %) und sank in den darauf-

folgenden Fraktionen auf etwa 70 % der Maximalaktivität. Für das kompar-

timentenspezifische Markerenzym der Vakuole, die � -Mannosidase, wurde eine maxi-

male Aktivität in den Fraktionen 17 und 18 mit anschließender Minimierung in den 

darauffolgenden Fraktionen auf maximal 50 % ermittelt. Ab der 19. Fraktion bis zum 

Ende des Gradienten wurde für die G-6-P-DH (Marker des Zytoplasmas) eine Aktivität 

von 90 bis 100 % bestimmt. Wie bereits für die endogene Guanin-Deaminase ermittelt, 

wurde das rekombinante Enzym in den Fraktionen mit den Markerenzymen des 

Zytoplasmas und der Vakuole nachgewiesen, wobei die größte Aktivität mit vakuolären 

Proteinen erzielt wurde. 

 

Abb. 3-23. Intrazelluläre Lokalisation der rekombinanten Guanin-Deaminase Agda6hp in G1212/ 
YRC102-TEF1-AGDA6H-Hefezellen (mittels Dichtegradientenzentrifugation). 
Primärachse: Enzymaktivitäten der rekombinanten Guanin-Deaminase, � -Mannosidase (Markerenzym 
der Vakuole) und G-6-P-DH (Markerenzym des Zytoplasmas). Sekundärachse: Refraktionsindex einer 
Dichtegradientenzentrifugation auf einem Gradienten mit 17,5 bis 40 % Saccharose. 

Die rekombinante Agda6hp wurde aus dem Rohextrakt der kultivierten Transformande 

(vgl. Abschnitt 2.2.2.4, 24 h) über zwei Methoden isoliert. Die erste Reinigungsproze-

dur entsprach der bereits in Abschnitt 3.2.4 beschriebenen Vorgehensweise. Bei der 

Größenfraktionierung wurde eine native molekulare Masse zwischen 100 und 110 kDa 

für die rekombinante Agda6hp nachgewiesen, die mit der nativen molekularen Masse 

der endogenen Guanin-Deaminase übereinstimmte. 
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Bei der zweiten Methode handelte es sich um ein spezifisches Verfahren zur Reinigung 

eines Enzyms mit His-Tag (vgl. Abschnitt 2.5.4.4). Proben der einzelnen Reinigungs-

schritte wurden in einem 12 %-igen SDS-Gel mittels Coomassie-Blau visualisiert 

(Abb. 3-24, A). Durch Western-Blot-Analyse (vgl. Abschnitt 2.5.3.2) mit Anti-His-

Antikörper wurde im ersten (E1) und zweiten Eluat (E2) ein Signal bei 55 kDa 

detektiert (Abb. 3-24, B). Nach einer Dialyse über Nacht, und der damit einhergehenden 

Entfernung von Imidazolmolekülen wurde die Aktivität der Guanin-Deaminase (vgl. 

Abschnitt 2.5.6.1) in diesen beiden Fraktionen nachgewiesen. Die vereinten Fraktionen 

wurden für die Charakterisierung der rekombinanten Guanin-Deaminase verwendet. 

 

Abb. 3-24. Reinigung der rekombinanten Guanin-Deaminase Agda6hp. 
Auftrennung der Proteinfraktionen durch SDS-PAGE und Visualisierung mittels Coomassie-Blau (A) 
sowie Immunodetektion mit Anti-His-Antikörpern (B). Protein Marker (PM), Proteine des Rohextraktes 
(RE), Rohextraktes mit Bindepuffer (RE mit BP), Durchlauf 1 (DL1), Durchlauf 2 (DL2), Waschschritt 
1 (Wasch1), Waschschritt 2 (Wasch2), Eluat 1 (E1), Eluat 2 (E2), Eluat 3 (E3), Eluat 4 (E4), Eluat 5 
(E5) und Eluatgemisch aus Eluat 1 und 2 nach Dialyse (E-Gemisch). Pfeil gekennzeichnet die Bande des 
Agda6hp. 

Die untersuchten Eigenschaften der rekombinanten Agda6hp sowie der endogenen 

Agdap sind in der Tabelle 3-12 zusammengefasst. Die rekombinante Guanin-Deaminase 

erzielte eine maximale Aktivität bei einem pH-Wert von 6,5 und zeigte kein weiteres 

Maximum, wie es für die endogene Agdap (pH 8,0) ermittelt wurde. Die Aktivität des 

rekombinanten Enzyms blieb zwischen den pH-Werten von 6,0 bis 8,0 zu mindestens 

80 % erhalten. Die maximale enzymatische Aktivität wurde für beide Guanin-

Deaminasen bei 55 °C bestimmt. Die rekombinante Agda6hp verlor bereits 20 % der 

Maximalaktivität nach einer 60-minütigen Präinkubation bei 30 °C und war demnach 

durch Hitze leichter inhibierbar im Vergleich zur endogenen Agdap. Die Michaelis-

Menten-Konstante (26 µmol l-1) und die Wechselzahl (1,5 s-1) der rekombinanten 
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Guanin-Deaminase waren vergleichbar mit der endogenen Guanin-Deaminase aus 

A. adeninivorans LS3. 

Tab. 3-12. Vergleich der biochemischen Eigenschaften zwischen endogener Agdap und 
rekombinanter Agda6hp. 
Alle Angaben entsprechen den Mittelwerten aus mindestens drei biologischen Replikaten. pH-Stabilität 
ist definiert als der pH-Bereich, in dem nach einer 60-minütigen Präinkubation die enzymatische Aktivität 
zu mindestens 80 % erhalten bleibt. 

Eigenschaft endogene Agdap rekombinante Agda6hp 
pH-Optimum 6,5 und 8,0 6,5 
pH-Stabilität 6,0 bis 8,0 6,0 bis 8,0 

Temperaturoptimum 55 °C 55 °C 
thermische Stabilität 60 °C für 60 min 30 °C für 60 min 

Molekulare Masse (native) 100 bis 110 kDa 100 bis 110 kDa 
Molekulare Masse (denaturiert) 55 kDa 55 kDa 

Michaelis-Menten-Konstante (kM) 56 µmol l-1 26 µmol l-1 

Wechselzahl (kcat) 3,9 s-1 1,5 s-1 

Die gemessenen relativen Enzymaktivitäten (Tab. 3-13) der rekombinanten Adga6hp 

mit verschiedenen Purinen als Substrate wurden mit Guanin als Bezugswert (100 %) 

verglichen. Die enzymatische Aktivität mit den Purinderivaten erreichte maximal 10 %, 

was mit der endogenen Guanin-Deaminase identisch war. 

Tab. 3-13. Vergleich der relativen Enzymaktivitäten zwischen der endogenen Agdap und 
rekombinanten Agda6hp bei Nutzung potentieller Substrate. 
Die relative Enzymaktivität der Guanin-Deaminasen (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen 
Replikaten mit gereinigter Guanin-Deaminase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der 
Abweichung vom Mittelwert. Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 0,2 mmol l-1. 

Substrat relative Aktivität (in %) mit 
endogener Agdap 

relative Aktivität (in %) mit 
rekombinanter Agda6hp 

Guanin 100 100 
2,6-Diaminopurin 1,2 ± 1,4 1,1 ± 1,3 

2-Amino-6-Chlorpurin 2,2 ± 2,8 1,9 ± 0,9 
6-Thioguanin 7,9 ± 6,5 6,2 ± 1,5 
8-Azaguanin 8,2 ± 1,1 4,7 ± 5,4 

Adenin 0,2 ± 0,3 2,1 ± 2,2 
Adenosin 0,0 ± 0,0 0,9 ± 1,1 
Guanosin 1,7 ± 0,5 2,6 ± 2,7 

Die Wirkung verschiedener Zusätze wurde für die rekombinante Guanin-Deaminase 

bestimmt und mit einer Probe ohne Zusatz (100 %) verglichen. Eine vollständige Inhi-

bierung der rekombinanten Guanin-Deaminase wurde durch Kupfersalz und Quecksil-

berchlorid nachgewiesen (Tab. 3-14). Im Unterschied zu der endogenen Guanin-

Deaminase wirkte die Zugabe von 1 mmol l-1 DTT oder L-Cystein negativ auf die 

relative Enzymaktivität und reduzierte diese um 20 bzw. 27 %. Die übrigen Zusätze 

führten nicht zu einer veränderten Enzymaktivität der rekombinanten Agda6hp im 

Vergleich zur endogenen Guanin-Deaminase. 
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Tab. 3-14. Vergleich der relativen Enzymaktivitäten zwischen der endogenen Agdap und 
rekombinanten Agda6hp bei Zusatz verschiedener Salze und Substanzen. 
Die relative Enzymaktivität der Guanin-Deaminasen (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen 
Replikaten mit gereinigter Guanin-Deaminase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der 
Abweichung vom Mittelwert. 

Zusatz 
relative Aktivität (in %) mit 

endogener Agdap bei 
relative Aktivität (in %) mit 
rekombinanter Agda6hp bei 

0,1 mmol l-1 1 mmol l-1 0,1 mmol l-1 1 mmol l-1 
Kontrolle (ohne Zusatz) 100 100 100 100 

CaCl2 102,9 ± 5,0 100,1 ± 14,0 99,8 ± 6,0 101,9 ± 11,0 
CuCl2 22,1 ± 1,6 19,8 ± 0,7 0,5 ± 0,5 1,2 ± 1,1 
CuSO4 21,9 ± 4,6 22,5 ± 2,9 0,8 ± 0,6 1,5 ± 1,7 
FeCl3 101,1 ± 4,2 102,0 ± 8,1 102,4 ± 9,1 100,5 ± 12,5 
FeSO4 88,5 ± 5,3 85,3 ± 2,2 90,0 ± 7,2 85,9 ± 12,2 
HgCl2 0,0 ± 0,0 0,5 ± 0,7 0,0 ± 0,3 0,6 ± 0,6 
KCl 102,3 ± 5,8 99,6 ± 7,4 99,7 ± 3,8 95,1 ± 8,5 

MgCl2 97,3 ± 5,8 103,1 ± 7,8 112,6 ± 10,0 108,6 ± 8,6 
NaF 100,5 ± 11,0 91,2 ± 4,3 102,5 ± 9,2 91,2 ± 4,1 
NiCl2 90,1 ± 7,7 86,3 ± 7,9 89,9 ± 8,4 83,6 ± 5,8 
NiSO4 90,3 ± 3,0 85,2 ± 7,3 89,7 ± 7,3 78,3 ± 9,6 
ZnCl2 103,3 ± 4,1 94,1 ± 8,4 100,1 ± 3,1 92,1 ± 9,8 
ZnSO4 97,9 ± 15,7 90,9 ± 15,0 96,9 ± 9,3 87,5 ± 13,9 
DTT 103,8 ± 1,1 102,5 ± 17,2 100,0 ± 1,9 80,2 ± 0,8 

EDTA 100,7 ± 11,4 101,7 ± 15,9 96,4 ± 11,5 94,3 ± 9,7 
L-Cystein 107,9 ± 2,0 110,9 ± 5,2 98,3 ± 5,1 72,9 ± 8,1 

Natriumazid 104,6 ± 6,7 105,6 ± 2,2 104,4 ± 5,8 101,7 ± 9,3 
Phenanthrolin 96,5 ± 2,2 98,4 ± 10,9 104,1 ± 4,2 106,0 ± 1,8 

PMSF 110,6 ± 9,0 111,7 ± 27,5 99,7 ± 9,4 101,5 ± 6,1 

Der Einfluss eines zusätzlichen Purinderivates auf die enzymatische Aktivität der 

Guanin-Deaminase bewirkte bei der überwiegenden Anzahl der getesteten Substanzen 

eine maximale Reduktion um 15 % (Tab. 3-15). 

Tab. 3-15. Vergleich der relativen Enzymaktivitäten zwischen der endogenen Agdap und 
rekombinanten Agda6hp beim Zusatz von verschiedenen Purinderivaten. 
Die relative Enzymaktivität der Guanin-Deaminasen (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen 
Replikaten mit gereinigter Guanin-Deaminase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der 
Abweichung vom Mittelwert. Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 0,2 mmol l-1 zuzüglich 
zum verwendeten Guanin (0,2 mmol l-1). 

Substrat endogene Agdap rekombinante Agda6hp 
Kontrolle (nur Guanin) 100 100 

2,6-Diaminopurin 106,7 ± 7,4 98,2 ± 14,4 
2-Amino-6-Chlorpurin 93,0 ± 6,0 88,4 ± 3,2 

6-Thioguanin 85,2 ± 1,7 84,1 ± 0,9 
8-Azaguanin 99,3 ± 5,2 95,2 ± 6,2 
8-Azaxanthin 94,5 ± 16,9 87,7 ± 10,2 

Adenin 102,2 ± 20,7 84,5 ± 9,4 
Adenosin 98,3 ± 3,9 91,2 ± 3,7 
Guanosin 48,1 ± 3,0 69,9 ± 28,1 
Harnsäure 89,3 ± 5,3 85,6 ± 4,0 

Hypoxanthin 100,1 ± 5,5 87,3 ± 6,3 
Xanthin 90,6 ± 17,7 86,6 ± 2,5 
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Mit Guanosin als Zusatz wurde ein inhibitorischer Effekt von etwa 30 % auf die 

rekombinante Guanin-Deaminase nachgewiesen. Die enzymatische Aktivität war nach 

dem Zusatz von Guanosin mit der endogenen Guanin-Deaminase stärker reduziert (rund 

50 %). 

3.4.8 Vergleich der Transformanden mit rekombinanter Uratoxidase 

Nach der Selektion von Transformanden mit erhöhter Uratoxidase-Aktivität (vgl. Ab-

schnitt 3.4.5) wurden diese auf HMM-Glukose-Nitrat oder -Ammonium (vgl. Abschnitt 

2.2.2.4) getropft und eine Verfärbung des Zellmaterials durch die Uratoxidase-Aktivität 

(vgl. Abschnitt 2.2.6) durchgeführt. In der Abbildung 3-25 ist die Färbung des Zell-

materials für jeden Typ der Transformationskassetten durch die Aktivität der Urat-

oxidase erkennbar. Bei den induzierbaren Transformanden (G1212/YRC102-AYNI1-

AUOX und -YIC102-AYNI1-AUOX) wurde mit Nitrat im Medium eine Färbung 

erzielt. Die Transformanden zeigten unterschiedlich intensive Färbungen des Zell-

materials. Die stärkste Färbung zeigte G1212/YRC102-TEF1-AUOX6H. Es gab keine 

Färbung der Kontrollstämme (G1212/YRC102 und -YIC102). 

 

Abb. 3-25. Visualisierung der Uratoxidase-Aktivität einiger Transformanden. 
Die angegebenen Transformanden wurden auf HMM-Glukose-Platten mit Nitrat (NO3

-) bzw. mit 
Ammonium (NH4

+) kultiviert. Die Aktivität der Uratoxidase wurde mittels Färbung durch Uratoxidase-
Aktivität im übertragenen Zellmaterial visualisiert. 

Für diese Transformanden wurde die stabile Integration der Transformationskassette 

mittels Southern-Blot-Analyse überprüft. Die unter Abschnitt 3.4.6 beschriebene experi-

mentelle Durchführung wurde mit Ausnahme der REN beibehalten. 
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Das Bandenmuster (Abb. 3-26, A) nach der Hybridisierung mit der AUOX-spezifischen 

DNA-Sonde zeigt im Kontrollstamm G1212/YIC102 eine einzelne Bande oberhalb von 

6000 Basenpaaren, die der Größe des DNA-Fragmentes des endogenen AUOX-Gens 

nach Restriktionsspaltung mit PvuI (Abb. 3-26, B) entspricht. Für die zehn getesteten 

Transformanden unterschiedlichen Typs wurde die Integration von mindestens einer 

Kopie der Expressionskassette ins Genom des Stammes A. adeninivorans G1212 nach-

gewiesen (Abb. 3-26, A). 

 

Abb. 3-26. Nachweis der Integration der Transformationskassette mit AUOX-Gen in das Genom 
von A. adeninivorans G1212. 
Die genomische DNA nach Restriktion mit der REN PvuI und Southern-Blot (Sonde entspricht dem 
AUOX-ORF) für G1212/YIC102-TEF1-AUOX, G1212/YRC102-TEF1-AUOX, G1212/YIC102-TEF1-
2AUOX, G1212/YRC102-TEF1-2AUOX, G1212/YRC102-TEF1-6HAUOX, G1212/YIC102-TEF1-
6HAUOX, G1212/YRC102-TEF1-AUOX6H, G1212/YIC102-TEF1-AUOX6H, G1212/YRC102-
AYNI1-AUOX, G1212/YIC102-AYNI1-AUOX und G1212/YIC102 (A). Schnittmuster der REN PvuI in 
der genomischen DNA (B). Marker: GeneRulerTM 1 kb DNA Ladder. 

Die G1212 Transformanden mit integriertem Expressionsmodul für das Uratoxidase-

Gen wurden in HMM-Glukose-Nitrat über 96 h kultiviert (vgl. Abschnitt 2.2.2.4). Zu 

verschiedenen Zeitpunkten erfolgte die Bestimmung der enzymatischen Aktivität der 

rekombinanten Uratoxidase (vgl. Abschnitt 2.5.6.2) sowie eine Messung des Trocken-

gewichtes der Hefezellen (vgl. Abschnitt 2.2.4). Die ermittelten spezifischen Aktivitäten 

der Transformanden sind in der Abbildung 3-27 zusammengefasst. 

Dabei zeigten alle Transformanden eine Zunahme von Trockengewicht in den ersten 

24 h der Kultivierung. Nach 96 h wurden Werte von 4,5 bis 5,1 g TG l-1 bestimmt. Der 

Kurvenverlauf der enzymatische Aktivität bzw. der spezifischen Aktivität der unter-

suchten Transformanden kann in drei Varianten unterteilt werden, die für die YICs und 

YRCs gleichermaßen beobachtet wurde. 
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Abb. 3-27. Aktivität der rekombinanten Uratoxidase in A. adeninivorans G1212-Transformanden. 
Ermittlung des Mittelwertes (drei biologische Replikate) der enzymatischen Aktivität der rekombinanten 
Uratoxidase (in U l-1) und des Trockengewichtes (in g TG l-1) der Transformanden in einer HMM-
Glukose-Nitratkultur. Berechnung der spezifischen Aktivität (in U g-1 TG). G1212/YRC102-TEF1-
AUOX, G1212/YRC102-TEF1-2AUOX, G1212/YRC102-TEF1-6HAUOX, G1212/YIC102-TEF1-
AUOX, G1212/YIC102-TEF1-2AUOX, G1212/YIC102-TEF1-6HAUOX, G1212/YRC102-TEF1-
AUOX6H, G1212/YRC102-AYNI1-AUOX, G1212/YRC102, G1212/YIC102-TEF1-AUOX6H, G1212/ 
YIC102-AYNI1-AUOX und G1212/YIC102. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom 
Mittelwert. 
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Bei der ersten Variante wurde in der 24 h-Probe eine Erhöhung der spezifischen Aktivi-

tät bestimmt (maximal 15 und 21 U g-1 TG), die bei der 48 h-Probe stark reduziert 

wurde und nach 96 h bei 7 bis 11 U g-1 TG lag. Diese Variante wurde in den Trans-

formanden mit einfachem [G1212/Y(R/I)C102-TEF1-AUOX] und doppeltem (konstitu-

tiv exprimierten) Expressionsmodul [G1212/Y(R/I)C102-TEF1-2AUOX] sowie der N-

terminal modifizierten Protein-Variante [G1212/Y(R/I)C102-TEF1-6HAUOX] gefun-

den. 

Die Transformanden mit induzierbarer Expression [G1212/Y(R/I)C102-AYNI1-

AUOX] gehörten zur zweiten Variante und hatten eine spezifische Aktivität nach 24 h 

von 25 U g-1 TG, die langsam auf 15 bis 17 U g-1 TG reduziert wurde (96 h). In der 

letzten Variante ermöglichte das C-terminal modifizierte Uratoxidase-Protein den 

Transformanden G1212/Y(R/I)C102-TEF1-AUOX6H eine spezifische Aktivität von 16 

und 20 U g-1 TG, die sich über die gesamte Kultivierungsdauer nur minimal veränderte. 

In den Kontrollstämmen wurde keine erhöhte Aktivität ermittelt. 

3.4.9 Charakterisierung der rekombinanten Uratoxidase Auox6hp 

Für die rekombinante Uratoxidase wurden die Transformanden der unterschiedlichen 

Typen auf ihre enzymatische Aktivität getestet (vgl. Abschnitt 3.4.8). Die Integration 

der Transformationskassetten in das Genom des A. adeninivorans G1212-Stammes 

wurde bestätigt. Die Transformanden mit verschiedenen Transformationskassetten 

zeigten unterschiedliche enzymatische Aktivitäten im Verlauf einer Kultivierung über 

96 h. Aufgrund der stabil erhöhten Enzymaktivität in der Transformande G1212/ 

YRC102-TEF1-AUOX6H, wurde deren rekombinante Uratoxidase für eine 

vergleichende Analyse mit dem endogenen Enzym der Hefe A. adeninivorans LS3 

herangezogen. 

Zur Bestimmung der intrazellulären Lokalisation der rekombinanten Uratoxidase 

Auox6hp wurden Zellen der Transformande G1212/YRC102-TEF1-AUOX6H für eine 

Dichtegradientenzentrifugation (vgl. Abschnitt 3.3.3) eingesetzt. Mit dieser Transfor-

mande war keine enzymatische Aktivität der Uratoxidase im Gradienten nachweisbar. 

Weiterhin wurde die Transformande G1212/YIC102-TEF1-AUOX (ohne C-terminale 

Modifikation) verwendet. Dabei war die höchste enzymatische Aktivität der Urat-

oxidase in der 17. Fraktion messbar (100 %) und damit in den Fraktionen vor den kom-

partimentenspezifischen Markerenzymen (� -Mannosidase in Fraktion 19 und G-6-P-DH 
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in den Fraktionen 20 bis 23) (Abb. 3-28). Eine Lokalisation in der Vakuole sowie im 

Zytoplasma ist für die rekombinante und endogene Uratoxidase auszuschließen. 

 

Abb. 3-28. Intrazelluläre Lokalisation der rekombinanten Uratoxidase Auoxp in G1212/YIC102-
TEF1-AUOX-Hefezellen (mittels Dichtegradientenzentrifugation). 
Primärachse: Enzymaktivitäten der rekombinanten Uratoxidase, � -Mannosidase (Markerenzym der 
Vakuole) und G-6-P-DH (Markerenzym des Zytoplasmas). Sekundärachse: Refraktionsindex einer 
Dichtegradientenzentrifugation auf einem Gradienten mit 17,5 bis 40 % Saccharose. 

Die rekombinante Auoxp der Transformande G1212/YRC102-TEF1-AUOX6H wurde 

über Anionenaustauschchromatographie und Größenfraktionierung gereinigt (vgl. Ab-

schnitt 3.3.4). Dabei wurde eine native molekulare Masse von 65 bis 70 kDa für die 

rekombinante Auox6hp nachgewiesen, was mit der nativen molekularen Masse der 

endogenen Uratoxidase übereinstimmte. 

Weiterhin wurde eine Reinigung über den His-Tag des rekombinanten Proteins durch-

geführt (vgl. Abschnitt 2.5.4.4). Die Fraktionen wurden in einem 12 %-igen SDS-Gel 

mittels Coomassie-Blau visualisiert (vgl. Abschnitt 2.5.3.1) (Abb. 3-29, A), wodurch 

bei etwa 35 kDa eine starke Bande im ersten (E1), zweiten (E2) und dritten Eluat (E3) 

nachweisbar wurde. Eine Immunodetektion mit einem Anti-His-Antikörper (vgl. Ab-

schnitt 2.5.3.2) ermöglichte den Nachweis eines starken Signals bei 35 kDa (Abb. 3-29, 

B) in denselben Eluaten. Die dialysierte Probe wurde für die Charakterisierung der 

rekombinanten Uratoxidase eingesetzt. 
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Abb. 3-29. Reinigung der rekombinanten Uratoxidase Auox6hp. 
Auftrennung der Proteinfraktionen durch SDS-PAGE und Visualisierung mittels Coomassie-Blau (A) 
sowie Immunodetektion mit Anti-His-Antikörpern (B). Protein Marker (PM), Proteine des Rohextraktes 
(RE), Durchlauf 1 (DL1), Durchlauf 2 (DL2), Waschschritt 1 (Wasch1), Waschschritt 2 (Wasch2), Eluat 
1 (E1), Eluat 2 (E2), Eluat 3 (E3) und Eluat 4 (E4). Pfeil kennzeichnet die Bande des Auox6hp. 

Die untersuchten Eigenschaften der endogenen und rekombinanten Uratoxidase (vgl. 

Abschnitt 2.5.6.2) sind in Tabelle 3-16 zusammengefasst. Die rekombinante Urat-

oxidase zeigte dabei ein leicht in den basischen pH-Bereich verschobenes pH-Optimum, 

wobei über 80 % der relativen Enzymaktivität von pH 8,5 bis 10,0 ermittelt wurden. Die 

Enzymaktivität der rekombinanten Auox6hp blieb zwischen den pH-Werten von 8,0 bis 

10,0 zu mindestens 80 % erhalten. Bei einer Inkubationstemperatur von 35 °C wurde 

die maximale enzymatische Aktivität erzielt. Nur 20 % der enzymatischen Aktivität 

ging nach einer 60-minütigen Präinkubation bei 50 °C verloren. Bei höheren 

Temperaturen verringerte sich die enzymatische Aktivität. Die Michaelis-Menten-

Konstante und die Wechselzahl der enzymatischen Reaktion lagen für die endogene und 

rekombinante Uratoxidase in einer vergleichbaren Größenordnung. 

Tab. 3-16. Vergleich der biochemischen Eigenschaften zwischen endogener Auoxp und 
rekombinanter Auox6hp. 
Alle Angaben entsprechen den Mittelwerten aus mindestens drei biologischen Replikaten. pH-Stabilität 
ist definiert als der pH-Bereich, in dem nach einer 60-minütigen Präinkubation die enzymatische Aktivität 
zu mindestens 80 % erhalten bleibt. 

Eigenschaft endogene Auoxp rekombinante Auox6hp 
pH-Optimum 8,5 9,5 
pH-Stabilität 7,5 bis 10,0 8,0 bis 10,0 

Temperaturoptimum 40 °C 35 °C 
thermische Stabilität 50 °C für 60 min 50 °C für 60 min 

Molekulare Masse (native) 65 bis 70 kDa 65 bis 70 kDa 
Molekulare Masse (denaturiert) 34,7 kDa 35,5 kDa 

Michaelis-Menten-Konstante (kM) 56 µmol l-1 71 µmol l-1 

Wechselzahl (kcat) 38 s-1 121 s-1 
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In der Tabelle 3-17 sind die ermittelten relativen Enzymaktivitäten der Uratoxidase bei 

der Verwendung von unterschiedlichen Substraten dargestellt. Die rekombinante Urat-

oxidase übertraf für kein verwendetes Substrat eine maximale Enzymaktivität von 10 %. 

Einzig Harnsäure wurde von den rekombinanten wie auch der endogenen Uratoxidase 

katalysiert. 

Tab. 3-17. Vergleich der relativen Enzymaktivitäten zwischen der endogenen Auoxp und rekom-
binanten Auox6hp bei Nutzung potentieller Substrate. 
Die relative Enzymaktivität der Uratoxidasen (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen Repli-
katen mit gereinigter Uratoxidase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom 
Mittelwert. Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 1,2 mmol l-1. 

Substrat 
relative Aktivität (in %) mit 

endogener Auoxp 
relative Aktivität (in %) mit 

rekombinanter Auox6hp 
Harnsäure 100 100 

8-Azaxanthin 1,2 ± 1,2 10,3 ± 4,8 
Adenin 0 ± 0 8,7 ± 6,5 

Adenosin 0,7 ± 0,7 5,0 ± 4,6 
Allantoin 0,1 ± 0,2 5,8 ± 5,5 
Guanin 0 ± 0 0 ± 0 

Guanosin 2,7 ± 1,5 6,4 ± 2,0 
Hypoxanthin 4,0 ± 1,5 9,5 ± 3,0 

Inosin 0,3 ± 0,6 5,0 ± 3,6 
Koffein 0,4 ± 0,5 4,4 ± 4,7 
Oxonat 0,9 ± 1,0 5,8 ± 2,1 

Theobromin 2,7 ± 0,4 6,4 ± 2,2 
Xanthin 0,1 ± 0,1 3,1 ± 4,6 

Xanthosin 0,4 ± 0,4 7,2 ± 2,2 

Der Effekt von diversen Zusätzen wurde im Vergleich zu einer unbehandelten Probe 

betrachtet (100 %) und in Tabelle 3-18 zusammengefasst. Wie bereits für die endogene 

Uratoxidase der Hefe A. adeninivorans LS3 beschrieben, verursachten Kupfersalze bzw. 

Quecksilberchlorid, unabhängig von der verwendeten Stoffmengenkonzentration, eine 

vollständige Inaktivierung des Enzyms. Inhibitorische Effekte von über 50 % wurden 

durch 1 mmol l-1 Co2+, Ni2+ und Zn2+ nachgewiesen, wohingegen 0,1 mmol l-1 Ni2+ und 

Zn2+ eine Steigerung der enzymatischen Aktivität um maximal 20 % und Co2+ um 34 % 

bewirkten. Eine Steigerung der Aktivität der rekombinanten Uratoxidase um maximal 

30 %, und damit geringer im Vergleich zur endogenen Uratoxidase, wurde durch DTT 

bzw. die Aminosäure L-Cystein erzielt. Ebenfalls eine Steigerung von 5 bis 30 % wurde 

durch Magnesium- bzw. Natriumchlorid verursacht, was einen Unterschied zur endo-

genen Auoxp darstellte. Eine Steigerung bzw. Reduktion der enzymatischen Aktivität 

um maximal 16 % wurde durch die Ionen Fe3+, K+ und Natriumfluorid sowie die ver-

wendeten Zusätze EDTA, Natriumazid, Phenanthrolin und PMSF (0,1 und 1 mmol l-1) 

hervorgerufen. 
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Tab. 3-18. Vergleich der relativen Enzymaktivitäten zwischen der endogenen Auoxp und rekom-
binanten Auox6hp bei Zusatz verschiedener Salze und Substanzen. 
Die relative Enzymaktivität der Uratoxidasen (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen 
Replikaten mit gereinigter Uratoxidase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung 
vom Mittelwert. 

Zusatz 
relative Aktivität (in %) mit 

endogener Auoxp bei 
relative Aktivität (in %) mit 
rekombinanter Auox6hp bei  

0,1 mmol l-1 1 mmol l-1 0,1 mmol l-1 1 mmol l-1 
Kontrolle (ohne Zusatz) 100 100 100 100 

CoCl2 122,7 ± 3,7 17,7 ± 3,4 134,3 ± 26,1 4,3 ± 9,2 
CuCl2 7,7 ± 2,1 8,8 ± 5,0 3,9 ± 3,6 0,0 ± 4,1 
CuSO4 7,6 ± 2,7 4,9 ± 4,9 2,9 ± 2,9 0,0 ± 7,7 
FeCl3 84,2 ± 14,1 85,7 ± 17,9 111,9 ± 16,1 109,2 ± 22,6 
HgCl2 13,0 ± 5,1 0 ± 0 7,3 ± 1,5 3,9 ± 0,0 
KCl 100,6 ± 2,9 95,0 ± 8,9 107,0 ± 9,2 115,8 ± 23,4 

MgCl2 94,9 ± 9,9 90,5 ± 10,4 129,1 ±26,8 119,1 ± 17,4 
NaCl 98,8 ± 1,1 96,3 ± 8,2 107,5 ± 7,4 126,4 ± 18,4 
NaF 108,4 ± 8,0 110,3 ± 11,7 110,5 ± 6,1 104,0 ± 2,7 
NiCl2 96,6 ± 4,3 28,5 ± 5,1 120,6 ± 21,3 24,3 ± 15,1 
NiSO4 100,1 ± 3,2 27,9 ± 3,5 108,6 ± 9,3 26,3 ± 16,4 
ZnCl2 108,2 ± 2,2 25,3 ± 5,4 113,6 ± 18,4 47,0 ± 16,5 
ZnSO4 103,1 ± 2,0 19,6 ± 4,2 106,9 ± 10,7 23,6 ± 22,6 
DTT 149,8 ± 37,0 150,7 ± 40,5 125,7 ± 2,8 127,3 ± 9,1 

EDTA 110,0 ± 6,7 112,9 ± 11,7 106,2 ± 1,6 109,8 ± 3,9 
L-Cystein 150,8 ± 35,2 143,5 ± 35,7 129,3 ± 5,8 119,2 ± 6,0 

Natriumazid 103,3 ± 8,5 104,0 ± 7,8 105,9 ± 9,7 105,0 ± 12,8 
Phenanthrolin 103,1 ± 8,7 86,0 ± 18,9 99,0 ± 15,8 86,8 ± 12,3 

PMSF 104,2 ± 8,6 102,35 ± 4,5 107,6 ± 2,8 112,5 ± 13,2 

Die Verwendung eines Gemisches aus Harnsäure und einem Purinderivat bewirkte, wie 

bei der endogenen Uratoxidase, bei vielen der getesteten Purinderivate eine maximale 

Veränderung von 10 % verglichen mit der Kontrolle ohne zusätzliches Purin (Tab. 3-

19). 

Eine Inhibition um 40 % bzw. 34 % der relativen Aktivität erfolgt durch den Zusatz von 

Guanin bzw. Xanthin. Eine stärkere Reduktion der enzymatischen Aktivität ging vom 

Zusatz 8-Azaxanthin (73 %) bzw. Oxonat (82 %) aus. Die rekombinante und endogene 

Uratoxidase stimmte bei der zusätzlichen Verwendung von Purinderivaten in ihrer 

enzymatischen Aktivität überein. 
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Tab. 3-19. Vergleich der relativen Enzymaktivitäten zwischen der endogenen Auoxp und rekom-
binanten Auox6hp beim Zusatz von verschiedenen Purinderivaten. 
Die relative Enzymaktivität der Uratoxidasen (in %) wurde als Mittelwert aus drei biologischen Repli-
katen mit gereinigter Uratoxidase bestimmt. Die Standardabweichung entspricht der Abweichung vom 
Mittelwert. Stoffmengenkonzentration der Purine war jeweils 1,2 mmol l-1 zuzüglich zur verwendeten 
Harnsäure (1,2 mmol l-1). 

Substrat 
relative Aktivität (in %) mit 

endogener Auoxp 
relative Aktivität (in %) mit 

rekombinanter Auox6hp 
Harnsäure 100 100 

8-Azaxanthin 22,3 ± 0,8 26,1 ± 2,6 
Adenin 111,2 ± 7,4 108 ± 2,7 

Adenosin 104,9 ± 5,4 102,5 ± 6,9 
Allantoin 102,1 ± 5,7 98,6 ± 5,2 
Guanin 59,5 ± 27,5 59,6 ± 18,0 

Guanosin 111,3 ± 6,1 99,8 ± 8,0 
Hypoxanthin 115,5 ± 5,1 104,0 ± 6,7 

Inosin 106,0 ± 8,3 100,3 ± 5,6 
Koffein 101,6 ± 3,3 92,0 ± 5,4 
Oxonat 9,0 ± 3,0 18,1 ± 5,0 

Theobromin 113,4 ± 5,6 100,1 ± 4,8 
Xanthin 82,1 ± 1,5 66,3 ± 6,4 

Xanthosin 103,1 ± 2,8 97,5 ± 4,9 

3.5 Anwendung der rekombinanten purinabbauenden Enzyme 

3.5.1 Nachweis der Purine über ein HPLC-Verfahren 

Im Anschluss an die Charakterisierung der rekombinanten Proteine wurden diese En-

zyme für eine Reduktion des Puringehaltes in Lebensmitteln verwendet. Der Abbau der 

Purine in Lebensmitteln würde zu keiner weiteren Erhöhung der Harnsäurewerte im 

Blutserum führen und damit das Risiko eines Gichtanfalls für den Patienten verringern. 

Dafür wurde zuerst eine Methode zur Bestimmung und Quantifizierung der einzelnen 

Purine entwickelt. 

Die Trennung des Puringemisches aus Adenin, Guanin, Harnsäure, Hypoxanthin und 

Xanthin erfolgte durch ein HPLC-Verfahren (vgl. Abschnitt 2.6.1). Die Quantifizierung 

des jeweiligen Purins resultierte aus dem Vergleich mit Standards (Abb. 3-30). 
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Abb. 3-30. HPLC-Verfahren zur Trennung von einem Puringemisch – Standardpurine. 
Puringemisch mit jeweils 10 mg l-1 Adenin, Guanin, Harnsäure, Hypoxanthin und Xanthin wurde auf 
einer TSKgel-Amide-80 analytischen Säule getrennt. Mit einer Flussrate von 1,2 ml min-1 wurde das 
Laufmittel (15 % 0,1 %-ige Trifluoressigsäure; 85 % Acetonitril) 20 min kontinuierlich über die Säule 
geleitet. Das Signal wurde bei einer Wellenlänge von 260 nm detektiert. 

3.5.2 Enzymatischer Abbau von Purinen 

3.5.2.1 Enzymatischer Abbau von Purinen in einem Puringemisch 

Die Analyse des Puringehaltes in einem Puringemisch wurde ohne purinabbauende 

Enzyme direkt nach deren Zusatz sowie nach einer Inkubation für 120 min bei 40 °C 

durchgeführt (vgl. Abschnitt 2.6.2.2). 

In der Abbildung 3-31 (A) wurde das Puringemisch ohne Zugabe der purinabbauenden 

Enzyme analysiert. Nach der 120-minütigen Inkubation des Enzymgemisches wurde die 

Reduktion aller Peaks und damit eine Verringerung der Purinkonzentration nach der 

Behandlung mit dem abbauenden Enzymgemisch aus Uratoxidase, Guanin-Deaminase, 

Adenin-Deaminase [184] und Xanthin-Oxidoreduktase [185] festgestellt (Abb. 3-31, B). 

Dabei wurde durch eine enzymatische Reaktion ein Substrat zu einem Produkt abge-

baut, das wiederum von einem weiteren purinabbauenden Enzym als Substrat ver-

wendet wurde. 
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Abb. 3-31. HPLC-Verfahren zur Trennung von einem Puringemisch – mit und ohne enzymatischen 
Abbau durch purinabbauende Enzyme. 
Puringemisch mit jeweils 10 mg l-1 Adenin, Guanin, Harnsäure, Hypoxanthin und Xanthin wurde ohne 
eine Inkubation (A) und nach 120-minütiger Inkubation mit einem Gemisch aus jeweils 0,1 U ml-1 der 
purinabbauenden Enzyme Uratoxidase, Guanin-Deaminase, Adenin-Deaminase und Xanthin-Oxidore-
duktase (B) auf einer TSKgel-Amide-80 analytischen Säule getrennt. Mit einer Flussrate von 1,2 ml min-1 
wurde das Laufmittel (15 % 0,1 %ige Trifluoressigsäure; 85 % Acetonitril) 20 min kontinuierlich über die 
Säule geleitet. Das Signal wurde bei einer Wellenlänge von 260 nm detektiert. 

3.5.2.2 Enzymatischer Abbau von Harnsäure in Rinderbrühe durch Uratoxidase 

Für die Analyse eines purinreichen Lebensmittels standen Produkte wie Fleisch, Fisch 

oder Hülsenfrüchte zur Auswahl. Aufgrund des flüssigen Aggregatzustandes von 

Rinderbrühe (purinreiches Lebensmittel) und der damit einhergehenden leichteren 

Handhabung im Vergleich zu einem Lebensmittel mit festem Aggregatzustand, wurde 

die Rinderbrühe für weitere Analysen ausgewählt. 

Zuerst wurde die Menge der einzelnen Purine in der verwendeten Rinderbrühe über ihre 

definierte Retentionszeit bestimmt (vgl. Abschnitt 2.6.2.3). Größere Mengen von 

Guanin (35,2 mg l-1) und Hypoxanthin (13,4 mg l-1) sowie geringe Mengen von Adenin 

(3,4 mg l-1) und Xanthin (1,8 mg l-1) wurden bestimmt. Harnsäure wurde unter 1 mg l-1 

in der Rinderbrühe nachgewiesen. 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde die enzymatische Aktivität der rekombinanten 

Uratoxidase in der Rinderbrühe bestimmt, da die Aktivität dieses Enzyms für die Mini-

mierung der Harnsäurewerte im Blutserum unerlässlich ist. Da nur Spuren von Harn-

säure in der Rinderbrühe vorhanden sind, wurde die Rinderbrühe zuerst mit zusätzlicher 



KAPITEL 3 – ERGEBNISSE 

93 

Harnsäure versetzt, um die Aktivität der Uratoxidase nachzuweisen (vgl. Abschnitt 

2.6.2.3). 

In der Abbildung 3-32 sind die HPLC-Diagramme der Rinderbrühe vor (A) und nach 

einer 60-minütigen Inkubation bei 40 °C (B) mit der rekombinanten Uratoxidase darge-

stellt. Die beiden Diagramme unterscheiden sich im Kurvenverlauf lediglich durch eine 

Verkleinerung des Harnsäure-Peaks. Die übrigen Purine lagen weiterhin unverändert 

vor. 

 

Abb. 3-32. HPLC-Verfahren zur Trennung der Purine in dem Lebensmittel Rinderbrühe – 
behandelt mit Uratoxidase. 
Rinderbrühe versetzt mit Harnsäure wurde ohne eine Inkubation (A) und nach 60-minütiger Inkubation 
mit rekombinanter Uratoxidase (B) auf einer TSKgel-Amide-80 analytischen Säule getrennt. Mit einer 
Flussrate von 1,2 ml min-1 wurde das Laufmittel (15 % 0,1 %ige Trifluoressigsäure; 85 % Acetonitril) 
20 min kontinuierlich über die Säule geleitet. Das Signal wurde bei einer Wellenlänge von 260 nm 
detektiert. 

3.5.2.3 Enzymatischer Abbau von Purinen in Rinderbrühe durch Enzymgemisch 

Da die enzymatische Aktivität der Uratoxidase in der Rinderbrühe vorhanden war, 

wurde der Rinderbrühe ein Gemisch aus den purinabbauenden Enzymen Guanin-

Deaminase, Uratoxidase, Adenin-Deaminase [184] und Xanthin-Oxidoreduktase [185] 

zugesetzt (vgl. Abschnitt 2.6.2.3). 

Die HPLC-Diagramme vor (Abb. 3-33, A) und nach einer vierstündigen Inkubation mit 

dem Enzymgemisch aus purinabbauenden Enzymen (B) lässt eine Veränderung des 

Kurvenverlaufes erkennen. Das Enzymgemisch ermöglichte die Reduktion von Adenin, 

Guanin, Harnsäure, Hypoxanthin und Xanthin durch die purinabbauenden Enzyme. Die 

erwähnten Purine wurden abgebaut, und dieses Produkt wurde im nächsten Schritt als 

Substrat für ein anderes Enzym wirksam. Durch die schrittweise Reduktion der Purine 
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und deren Abbauprodukte in der Rinderbrühe wurde schließlich auch die gebildete 

Harnsäure abgebaut und dadurch aus der Rinderbrühe entfernt. 

 

Abb. 3-33. HPLC-Verfahren zur Trennung der Purine in dem Lebensmittel Rinderbrühe – 
behandelt mit einem Enzymgemisch. 
Rinderbrühe wurde ohne eine Inkubation (A) und nach vierstündigen Inkubation mit einem Gemisch aus 
jeweils 0,1 U ml-1 der purinabbauenden Enzyme Uratoxidase, Guanin-Deaminase, Adenin-Deaminase 
und Xanthin-Oxidoreduktase (B) auf einer TSKgel-Amide-80 analytischen Säule getrennt. Mit einer 
Flussrate von 1,2 ml min-1 wurde das Laufmittel (15 % 0,1 %ige Trifluoressigsäure; 85 % Acetonitril) 
20 min kontinuierlich über die Säule geleitet. Das Signal wurde bei einer Wellenlänge von 260 nm 
detektiert. 
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KAPITEL 4 – DISKUSSION 

4.1 Gegenstand der Diskussion 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde das Wachstumsverhalten der Hefe A. adeninivorans 

LS3 in Medien mit Purinen als Kohlenstoff- bzw. Stickstoffquelle untersucht (vgl. 

Abschnitt 4.2). Eine Vermehrung der Hefe mit Adenin als Kohlenstoff- und/oder Stick-

stoffquelle sowie mit Hypoxanthin oder Harnsäure als Stickstoffquelle lieferte einen 

Hinweis auf das Vorhandensein von purinabbauenden Enzymen. 

Die anschließende Charakterisierung der intrazellulär lokalisierten Guanin-Deaminase 

ist im Abschnitt 4.3 diskutiert. Dabei wurde neben der Regulation der Guanin-

Deaminase, die intrazelluläre Lokalisation des Enzyms bestimmt und eine Analyse der 

Gensequenz durchgeführt. Der Reinigung des Enzyms folgte eine biochemische 

Charakterisierung des Proteins. Bei der Guanin-Deaminase handelt es sich um ein 

Enzym mit engem Substratspektrum, hoher optimaler Inkubationstemperatur und Sulf-

hydrylgruppen im aktiven Zentrum. 

Des Weiteren wurde die Uratoxidase, die eine Homologie von über 60 % zu anderen 

beschriebenen pilzlichen Uratoxidasen aufweist, als zweites purinabbauendes Enzym 

genau betrachtet. Bei dem Uratoxidase-Gen handelt es sich um ein induzierbares Gen. 

Die Charakterisierung des Dimers zeigte unter anderem ein enges Substratspektrum und 

deutete auf vorhandene Sulfhydrylgruppen im aktiven Zentrum des Enzyms hin (vgl. 

Abschnitt 4.4). 

Eine Überexpression der Guanin-Deaminase und Uratoxidase erfolgte mit Hilfe des 

Xplor®2-Transformations-/Expressionssystems. Der jeweils beste Transformand wurde 

durch den Vergleich verschiedener Typen (konstitutive/induzierbare Expression, homo-

loges/heterologes Expressionssystem, usw.) ermittelt. Die anschließende Charakteri-

sierung der rekombinanten Enzyme ist in Abschnitt 4.5 diskutiert. 

Abschließend ergab die Verwendung eines Enzymgemisches aus den beschriebenen 

Enzymen sowie der Adenin-Deaminase und der Xanthin-Oxidoreduktase eine enzyma-

tische Reduktion des Puringehaltes in Rinderbrühe (vgl. Abschnitt 4.6). 
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4.2 Wachstumsverhalten von A. adeninivorans LS3 mit verschiedenen 

Purinen 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde für die Hefe A. adeninivorans LS3 Wachstum in 

Kultivierungsmedien auf Adenin als Kohlenstoff- bzw. Stickstoffquelle nachgewiesen. 

Der Stamm A. adeninivorans LS3 gehört damit zu einer Gruppe von Hefen, die nach 

einer Adaptionsphase Wachstum mit Adenin als Kohlenstoffquelle aufweisen. Das Zell-

wachstum ging nach 24 h in die stationäre Wachstumsphase über. Bereits im Jahre 1984 

beschrieb die Arbeitsgruppe um Middelhoven [138] das Wachstum der Typkultur 

A. adeninivorans CBS 8244 auf Purinen. Eine weitere Analyse zeigte, dass Adenin von 

weniger als 20 % der untersuchten Hefestämme als Kohlenstoffquelle genutzt wurde 

und damit eine selten verwendete Kohlenstoffquelle für Stämme der Spezies 

Stephanoascus ciferrii oder Trichosporon terrestre darstellte [186]. Diese genannten 

Hefen sowie verschiedene Stämme von Candida catenulata, Candida famata oder 

Trichosporon cutaneum (insgesamt 70 % der untersuchten Hefen) zeigten Wachstum 

mit Harnsäure als Kohlenstoffquelle. Middelhoven et al. beschrieb für die Typkultur 

A. adeninivorans CBS 8244 eine Nutzung von Adenin als Stickstoffquelle mit Wachs-

tum innerhalb von zwei Tagen, wohingegen ein verlangsamtes Wachstum mit diesem 

Purin als Kohlenstoffquelle stattfand [146]. Adenin gilt als energiearmes Substrat, das 

im Vergleich zu Glukose nur ein geringes Wachstum ermöglicht [191]. Die fünf Stick-

stoffatome des Adeninmoleküls stellen für A. adeninivorans LS3 eine gute Stickstoff-

quelle dar und befähigen die Hefezellen zu einem stärkeren Wachstum im Vergleich zu 

der Stickstoffquelle Nitrat [192]. 

Mit Harnsäure oder Hypoxanthin als Kohlenstoffquelle wurde für A. adeninivorans LS3 

ein sehr schwaches Wachstum nach der Adaptionsphase ermittelt. Darüber hinaus wur-

den Harnsäure oder Hypoxanthin von A. adeninivorans LS3 als Stickstoffquelle ge-

nutzt. Die Purine führten als Stickstoffquelle zum Anstieg der optischen Dichte in der 

stationären Wachstumsphase (nach verlängerter exponentieller Wachstumsphase). Die 

optische Dichte war niedriger im Vergleich zur Stickstoffquelle Nitrat, was mit dem 

Mangel an leicht verfügbaren Aminogruppen erklärbar ist (vgl. Tab. 3-2). Damit unter-

scheidet sich A. adeninivorans LS3 von der Typkultur CBS 8244, die ein starkes 

Wachstum mit diesen Kohlenstoffquellen zeigte [146]. Bereits die Untersuchungen zur 
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Diplomarbeit von Röseler zeigten, dass A. adeninivorans LS3 mit Adenin, nicht jedoch 

mit Allantoin als Kohlenstoffquelle wächst [192]. 

Die morphologischen Besonderheiten von A. adeninivorans LS3 sind in den mikros-

kopischen Aufnahmen (Abb. 3-1, 3-2) erkennbar. Beim Wachstum auf Harnsäure wur-

den intrazelluläre Einschlüsse und bei Wachstum mit Glukose wurde eine vermehrte 

Bildung von Vakuolen belegt. In den Hefen C. famata und T. cutaneum wurden bei 

Untersuchungen mit Harnsäure als Kohlenstoffquelle ebenfalls intrazelluläre Ein-

schlüsse („microbodies“) entdeckt, die im Gegensatz dazu in einer Anzucht mit Glukose 

fehlten. Mit der Kohlenstoffquelle Glukose wurde stattdessen bei diesen Hefen eine 

vermehrte Bildung von Vakuolen beobachtet [191]. Bei den Einschlüssen handelt es 

sich vermutlich um Peroxisomen, da in Zellen von H. polymorpha (kultiviert mit Harn-

säure) die Lokalisation von Katalase und anderen Oxidasen in diesem Zellorganell 

nachgewiesen wurde [193]. 

Die Fähigkeit von A. adeninivorans LS3 in Kulturen mit Purinen zu wachsen, führte zu 

der Annahme, dass dieser Hefestamm purinabbauende Enzyme besitzt. Diese Enzyme 

wurden 1984 für den Stamm T. adeninovorans TOA-3 beschrieben [138]. 

Neben den purinabbauenden Enzymen in der Zelle ist ein Transport der Purine ins 

Zytoplasma der Hefezelle für ein Wachstum mit Purinen als Kohlenstoff- oder Stick-

stoffquelle nötig. Das eingeschränkte Wachstum von A. adeninivorans LS3 mit Harn-

säure oder Hypoxanthin ist möglicherweise mit einem gehemmten Transporter oder 

dem Fehlen eines spezifischen Transporters für diese Purine verbunden, wohingegen für 

Adenin ein anderer Transporter aktiv zur Verfügung steht. Einige Bakterien, Hefen und 

filamentöse Pilze besitzen verschiedene Transportsysteme für die unterschiedlichen 

Purine, wie von de Koning und Diallinas [194] zusammenfassend beschrieben wurde. In 

den meisten Wildtypstämmen von S. cerevisiae beispielsweise fehlen Transporter für 

Harnsäure und Xanthin, wohingegen die Transporter uapA und uapC in Asp. nidulans 

eine Aufnahme dieser Purine ermöglichen [194]. 

4.3 Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 

Aufgrund des Wachstums der Hefe A. adeninivorans LS3 mit Adenin als Kohlenstoff- 

bzw. Stickstoffquelle wurde das Vorhandensein diverser purinabbauender Enzyme in 
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der Hefe angenommen. Im Rahmen dieser Arbeit erfolgte zunächst eine genauere 

Untersuchung der Guanin-Deaminase. 

Bei der Guanin-Deaminase handelt es sich um ein universelles Enzym, das in 

zahlreichen Prokaryoten [94, 97] und Eukaryoten [99, 101, 104, 108, 195] beschrieben 

wurde (vgl. Abschnitt 1.5). Im Purinmetabolismus katalysiert es die hydrolytische 

Deaminierung von Guanin, wodurch Ammonium und Xanthin entsteht [95, 96]. Die 

Regulation der Guanin-Deaminase entscheidet über die Guaninmenge, die der Zelle zur 

Verfügung steht [99, 100]. In höheren Eukaryoten findet die Deaminierung von Guanin 

vorwiegend gewebespezifisch in der Leber [98, 104] sowie in den Nieren [107] statt. 

Zudem wurde die gewebespezifische Expression der Guanin-Deaminase im Gehirn 

beobachtet, wo ein Einfluss auf die Entwicklung von Dendriten erfolgt [108, 112, 113]. 

 

Basierend auf dem Vergleich von Guanin-Deaminasen aus Pilzen (vgl. Abb. 3-3) wurde 

in A. adeninivorans LS3 ein 1428 Basenpaar langer kodierender Bereich identifiziert 

(kodiert für 475 Aminosäuren). Der Vergleich der Aminosäuresequenz der Agdap zeig-

te eine Homologie zwischen 44 und 55 % zu verfügbaren Aminosäuresequenzen an-

derer Guanin-Deaminasen der NCBI-Datenbank. Die Aminosäuresequenzen von E. coli 

und dem Menschen weisen laut Untersuchungen von Maynes et al. [94] eine Identität 

von 36 % auf. 

In der Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 befindet sich die Aminosäure-

sequenz PGFFDTHIH (Position 90 bis 98) (vgl. Abb. A-1). Diese Sequenz weist eine 

Homologie zu der konservierten Sequenz mit der Abfolge PGX[V/I]DXH[T/V/I]H (X: 

jede beliebige Aminosäure) auf, die beim Vergleich von 219 Guanin-Deaminasen (143 

Prokaryoten, 10 Achaeen und 66 Eukaryoten) in allen eukaryotischen und archäischen 

Sequenzen, jedoch nur in 7 % der prokaryotischen Gensequenzen, von Fernández et al. 

[114] nachgewiesen wurde. Diese konservierte Sequenz wurde bereits für die große 

Familie der Amino- bzw. Amidohydrolasen [196] beschrieben. Da die Guanin-

Deaminase aus A. adeninivorans LS3 über diese konservierte Sequenz verfügt, gehört 

dieses Enzym zur Enzymfamilie der Amino- bzw. Amidohydrolasen, wie es für die 

Guanin-Deaminasen aus E. coli [94], S. cerevisiae [99] und dem Menschen [195] belegt 

wurde. 
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In A. adeninivorans LS3, E. coli [94] und S. cerevisiae [99] fehlte die PDZ-Bindungs-

domäne, die in höheren Eukaryoten für die Interaktion von Proteinen notwendig ist 

[114]. Weiterhin waren in der Aminosäuresequenz von A. adeninivorans LS3 vier 

konservierte Histidine (Aminosäure 96, 98, 255 und 294) und eine Asparaginsäure 

(Aminosäure 345) enthalten, die laut Untersuchungen von Holm und Sander innerhalb 

der Enzymfamilie der Amino- bzw. Amidohydrolasen die Bindung von Zink ermöglicht 

[197]. 

 

Für die Charakterisierung der Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 wurde 

zuerst die Regulation des Gens untersucht, wobei eine zeitliche Induktion auf der Ebene 

der mRNA-Menge sowie der enzymatischen Aktivität (vgl. Abb. 3-4) belegt wurde. 

Eine maximale mRNA-Menge wurde nach 2 bis 4 Stunden ermittelt. Zeitlich verzögert 

(6 h) wurde die maximale Enzymaktivität bestimmt, die von Hypoxanthin über Adenin, 

Guanin und schließlich Harnsäure abnahm. Diese Ergebnisse führten zu der Annahme, 

dass Purine eine induzierende Wirkung auf die Genexpression der Guanin-Deaminase 

haben. Die Regulation der Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 fand mit einer 

Stickstoffquelle (Purin, Ammonium oder Nitrat) statt und zeigte, dass in dieser Hefe 

eine Purinregulation anstelle der für andere Organismen beschriebenen Ammonium-

regulation vorlag. Der Promotor der Guanin-Deaminase aus B. subtilis [78] wurde mit 

dem � -Galaktosidase-Gen fusioniert. Die � -Galaktosidase-Aktivität war zehnfach 

erhöht durch stickstofflimitierende Bedingungen. Ein zusätzlicher Anstieg der � -

Galaktosidase-Aktivität wurde durch den Zusatz von Adenin, Hypoxanthin oder 

Guanosin bewirkt [78]. Eine ähnlich durchgeführte Analyse des Promotors der Guanin-

Deaminase aus K. pneumoniae zeigte hingegen eine 100-fache Erhöhung der � -Galak-

tosidase-Aktivität unter stickstofflimitierenden Bedingungen im Vergleich zur Kultur 

mit Ammonium oder Allantoin [198]. Daraus schlussfolgerte die Arbeitsgruppe um 

Guzmán, dass nicht die Anwesenheit von Purinen sondern die Abwesenheit von 

Ammonium entscheidend für die Induktion der Guanin-Deaminase in K. pneumoniae 

ist. Bei Untersuchungen der Guanin-Deaminase aus C. utilis wurde bereits 1959 eine 

purininduzierbare enzymatische Aktivität nachgewiesen [199]. 

 



KAPITEL 4 – DISKUSSION 

100 

Die Analyse zur intrazellulären Lokalisation der Agdap aus A. adeninivorans LS3 

mittels Dichtegradientenzentrifugation ergab eine duale Lokalisation in der Vakuole 

sowie dem Zytoplasma (vgl. Abb. 3-6), so dass die Guanin-Deaminase der Hefe 

A. adeninivorans LS3 sich von den untersuchten Guanin-Deaminasen aus anderen 

Organismen unterscheidet. Die immunohistochemische und histochemische Unter-

suchung von menschlicher Leber bzw. Niere führte zur Ermittlung der zytoplas-

matischen Lokalisation [107, 200]. Mit Hilfe einer differentiellen Zentrifugation wurde 

eine zytoplasmatische Lokalisation der Guanin-Deaminase aus der Leber und dem 

Gehirn von Ratten und Mäusen ermittelt [106]. Da die Analyse mit A. adeninivorans 

LS3 neben der zytoplasmatischen Lokalisation Aktivitäten in der Vakuole andeutete, ist 

ein Transport der Agdap in die Vakuole denkbar, um die großen Mengen des Proteins 

zu speichern oder abzubauen. Zur weiteren Klärung der intrazellulären Lokalisation 

sind Untersuchungen über eine differentielle Zentrifugation nötig. 

 

Die Reinigung der Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 um den Faktor 52 mit 

einer Ausbeute von 6 % (vgl. Tab. 3-3) war sehr gering im Vergleich zu Reinigungen 

der Guanin-Deaminase aus anderen Organismen (Ausbeuten bis zu 57 %; Reinigungs-

faktor 240 bis 9000) [95, 98, 101, 102, 105, 110, 111]. 

Die mittels Gelfiltration bestimmte native molekulare Masse der Guanin-Deaminase aus 

A. adeninivorans LS3 lag bei 100 bis 110 kDa (vgl. Abschnitt 3.2.4) und war damit 

etwa gleich zu dem Enzym aus Ratten- und Menschenleber sowie Ratten- und 

Schweinegehirn (105 bis 120 kDa) [98, 110, 111, 117]. Eine kleinere native molekulare 

Masse wurde für die Guanin-Deaminasen aus Kaninchenleber (56 kDa) [95], E. coli 

(50 kDa), T. cruzi (52 bis 56 kDa) oder aus Blättern von C. sinensis (54 kDa) [94, 101, 

102] bestimmt. 

Unter denaturierten Bedingungen (SDS-PAGE) wurde eine Größe von 55 kDa für die 

Agdap aus A. adeninivorans LS3 ermittelt (vgl. Abb. 3-7), was auf zwei identische 

Untereinheiten hinweist. Die Struktur eines Dimers wurde für die Guanin-Deaminase 

aus Ratten- und Menschenlebern sowie Ratten- und Schweinegehirn gezeigt [98, 110, 

111, 117]. Monomere wurden in Kaninchenleber, E. coli, den Blättern von C. sinensis 

und T. cruzi [94, 95, 101, 102] nachgewiesen. 
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Die Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 zeigte zwei Maxima bei den pH-

Werten 6,5 und 8,0 (vgl. Abb. 3-8), wie es bereits von Negishi et al. für die Guanin-

Deaminase aus Blättern der C. sinensis (pH 7,0 bis 7,5 und 8,0) beschrieben wurde 

[102]. Andere Guanin-Deaminasen besaßen ein Optimum im pH-Bereich 6,8 bis 9,4 

[95, 101, 104, 105, 110, 117]. 

Die enzymatische Aktivität der Agdap stieg bis 55 °C und fiel bei höheren Tem-

peraturen wieder (vgl. Abb. 3-9). Bei 60 °C blieb die enzymatische Aktivität für 60 min 

vollständig erhalten. Da die Guanin-Deaminase der Kaninchen- bzw. Menschenleber 

sowie T. cruzi eine Stabilität der Enzymaktivität bis 50°C zeigten [95, 98, 101], 

zeichnete sich die Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3 durch eine höhere 

Stabilität gegenüber der Temperatur aus. 

Die im Rahmen dieser Dissertation bestimmte Michaelis-Menten-Konstante betrug 

56 µmol l-1 (vgl. Abschnitt 3.2.5.3) und ist vergleichbar mit bisher beschriebenen 

Konstanten anderer Organismen (4 bis 42 µmol l-1) [94, 101, 102, 105, 110, 111, 117]. 

Die Wechselzahlen der Guanin-Deaminase von A. adeninivorans (3,9 s-1) und von 

E. coli (3,2 s-1) [94] weisen auf einen gleichen Umsatz vom Substrat Guanin hin. 

 

Die Bestimmung des Substratspektrums zeigte neben Guanin (100 %) geringe 

Aktivitäten mit 6-Thioguanin (7,9 %) oder 8-Azaguanin (8,2 %) für die Guanin-

Deaminase aus A. adeninivorans LS3 (vgl. Tab. 3-4), wie bereits 1978 von Glantz und 

Lewis mit der Guanin-Deaminase aus Kaninchenleber [95] beschrieben wurde. Aktivi-

täten mit 8-Azaguanin wurden weiterhin in Menschen- und Rattenleber sowie Ratten- 

und Schweinegehirn [98, 110, 111, 117] ermittelt. 

Durch die additive Zugabe von Guanosin, neben dem Substrat Guanin, wurde die 

Aktivität des A. adeninivorans LS3-Enzyms um über 50 % inhibiert. Die Substrate 6-

Thioguanin oder 8-Azaguanin bzw. andere Purinderivate zeigten mit der Agdap aus 

A. adeninivorans LS3 eine maximale inhibitorische Wirkung von 15 % (vgl. Tab. 3-6). 

Eine geringe Inhibition der Guanin-Deaminase mit Guanosin (13 %) wurde in den 

Pigmenten der roten Augen von Drosphila melanogaster nachgewiesen [201]. Auch für 

die Guanin-Deaminase aus dem Rattengehirn wurden nach dem Zusatz von Guanosin 

oder Xanthin sehr geringe Änderungen ermittelt [110]. 
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Die enzymatische Aktivität der Agdap aus A. adeninivorans LS3 wurde nach dem 

Zusatz von Kationen (Ca2+, Fe2+, Fe3+, K+, Mg2+, Na+, Ni2+ und Zn2+) getestet, wobei 

geringe Änderungen feststellbar waren (vgl. Tab. 3-5). Bei der Untersuchung der 

Guanin-Deaminase aus dem Rattengehirn wurde kein inhibitorischer Einfluss durch 

Ca2+ und Mg2+ (50 mmol l-1) verursacht [110], wohingegen durch Zinkkationen eine 

starke Inhibition in C. sinensis hervorgerufen wurde [102]. 

Der Zusatz von Kupfersalzen bewirkte eine Verringerung der Aktivität der Agdap aus 

A. adeninivorans LS3 um etwa 80 %. Eine vergleichbare inhibitorische Wirkung wurde 

bei der Guanin-Deaminase aus Blättern von C. sinensis beobachtet [102]. 

Die Zugabe von Chelatoren (Phenanthrolin und EDTA) verursachte keine negativen 

Effekte auf die enzymatische Aktivität der Agdap aus A. adeninivorans, im Gegensatz 

zu den Guanin-Deaminasen aus dem Rattengehirn (5 mmol l-1 EDTA) oder den Blättern 

von C. sinensis (1 mmol l-1 EDTA) [102, 110]. Der Verlust des Zinkatoms im Enzym 

von E. coli resultierte in einem starken inhibitorischen Effekt [94], der bei Unter-

suchungen mit dem Enzym aus A. adeninivorans LS3 trotz vorhandener Zinkbin-

dungsdomäne der Klasse II [202] nicht beobachtet wurde. Dies könnte für die Guanin-

Deaminase aus A. adeninivorans LS3 eine enzymatische Aktivität ohne Zink im kata-

lytischen Zentrum andeuten, oder die Bindung zwischen Enzym und Metallkation ist 

verdeckt und konnte durch die Zugabe von 1 mmol l-1 EDTA nicht gelöst werden. 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde nach einer einstündigen Präinkubation mit 0,1 mmol l-1 

Quecksilberchlorid eine vollständige Inhibition der Enzymaktivität der Agdap nach-

gewiesen (vgl. Tab. 3-5). Organische Quecksilberverbindungen verursachten gleiche 

Effekte bei der Guanin-Deaminase aus der Kaninchenleber (0,1 mmol l-1 PCMB) [95], 

C. sinensis (1 mmol l-1 PCMB) [102] oder der Leber vom Menschen bzw. der Ratte 

(PHMB) [98, 117]. Aus dem Verlust der enzymatischen Aktivität durch den Zusatz 

dieser Reagenzien wurde auf die Gegenwart von Sulfhydrylgruppen im katalytischen 

Zentrum geschlossen, deren Oxidation zu einem Verlust der enzymatischen Aktivität 

führte, wie es bereits für die Guanin-Deaminasen aus anderen Organismen beschrieben 

wurde [98, 117]. Der Zusatz von Reagenzien zum Schutz vor der Oxidation der Sulf-

hydrylgruppen (DTT, L-Cystein oder Mercaptoethanol) bewirkten keine Veränderung 

der enzymatischen Aktivität der Guanin-Deaminase aus A. adeninivorans LS3. Durch 

die Verwendung von Mercaptoethanol bei der Guanin-Deaminase aus T. cruzi erfolgte 

eine Wiederherstellung der enzymatischen Aktivität [101]. 
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4.4 Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde neben der Guanin-Deaminase ein weiteres purin-

abbauendes Enzym von A. adeninivorans – die Uratoxidase – analysiert. 

Bei der Uratoxidase handelt es sich um ein weit verbreitetes Enzym, welches in 

Bakterien [121, 122], Pilzen [124], Hefen [128], Algen [131], Pflanzen [75] und 

gewebespezifisch in den meisten Säugern [133, 134] vorkommt (vgl. Abschnitt 1.6). 

Aufgrund von Mutationen in der kodierenden Sequenz im Uratoxidase-Gen fehlt das 

Protein in Hominoiden und einigen Neuweltaffen sowie Vögeln, terrestrischen Reptilien 

und den meisten Insekten [8, 10, 86]. Das Enzym katalysiert im Purinkatabolismus die 

Öffnung des heterozyklischen Pyrimidin-Ringes der Harnsäure in Gegenwart von 

Sauerstoff, wodurch Wasserstoffperoxid und Allantoin als Produkte entstehen. Diese 

Reaktion umfasst zwei Schritte: eine enzymatische Oxidation und eine nicht-

enzymatische Hydrolyse [85]. 

 

Basierend auf dem Vergleich einiger Uratoxidase-Aminosäuresequenzen aus Pilzen 

wurde für A. adeninivorans LS3 ein 921 Basenpaar langer kodierender Bereich auf 

Chromosom vier identifiziert, der für ein Protein mit 306 Aminosäuren kodiert. Eine 

Homologie von 61 bis 65 % wurde zwischen der Uratoxidase aus A. adeninivorans und 

diversen Pilzen bestimmt (vgl. Abb. 3-11). Die Uratoxidase des hefeähnlichen 

Symbionten vom braunen Grashüpfer N. lugens zeigte eine Homologie von 32 % 

gegenüber Bacillus sp. TB-90 und sogar 62 % im Vergleich zu Asp. flavus [135]. 

Der kodierende Bereich der Uratoxidase von A. adeninivorans LS3 enthält kein Intron, 

genau wie es für beispielsweise Arthrobacter globiformis [203] beschrieben wurde. 

Andere Uratoxidasen hingegen verfügen über ein oder mehrere Introns [135, 204] und 

damit längere Sequenzen in der genomischen DNA. 

Die Aminosäuresequenz der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 weist eine Vielzahl 

von konservierten Sequenzen auf (vgl. Tab. 3-7, Abb. A-2) [205], die ebenfalls in den 

Uratoxidasen von beispielsweise A. globiformis, Asp. flavus und C. utilis vorhanden 

sind [206]. Starke Abweichungen im Motiv D wurden bei der Uratoxidase von 

Cellulomona flavigena bzw. in den Motiven C und D, der Region 1 sowie der 

Kupferbindungsdomäne von Bacillus sp. TB-90 aufgeführt [203]. Bei einer der konser-
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vierten Sequenzen handelt es sich um eine Kupferbindungsdomäne vom Typ 2 [135, 

207]. 

Das C-terminale Tripeptid AKL der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 (vgl. Tab. 3-

7, Abb. A-2) deutet auf eine peroxisomale Lokalisation des Proteins hin, da die 

kompartimentenspezifische Signalsequenz neben der typischen Abfolge SKL auch eine 

der möglichen Varianten aus [S/A/C][K/R/H][L/M] sein kann [189]. Die Wirksamkeit 

der jeweiligen PTS1-Variante unterscheidet sich dabei stark vom jeweiligen 

Organismus. Die vor dem C-terminalen Tripeptid befindlichen Aminosäuren sind für 

einen erfolgreichen Transport in die Peroxisomen verantwortlich, da in diesem Bereich 

der Rezeptor für den Transport bindet und die Signalsequenz über eine Brücke an das 

Protein fusioniert ist [208]. 

 

Die im Rahmen dieser Arbeit durchgeführte Analyse zur Regulation der Uratoxidase 

zeigte eine zeitliche Induktion der mRNA-Akkumulation (Maximum nach 4 Stunden) 

(vgl. Abb. 3-12). Die maximale Enzymaktivität wurde mit Harnsäure als Stickstoff-

quelle zu einem früheren Zeitpunkt im Vergleich zur Anzucht mit Adenin oder Hypo-

xanthin erlangt, wie es für Streptomyces sp. [209] beschrieben wurde. Die maximale 

Enzymaktivität der Auoxp war für Harnsäure und Hypoxanthin ab einer Stoffmengen-

konzentration von 1 mmol l-1 annähernd konstant und nur geringfügig größer im Ver-

gleich zu Adenin. In Streptomyces sp. ermittelten Watanabe und Ohe [209] eine drei-

fach höhere Aktivität durch Hypoxanthin und in C. utilis wurden Unterschiede 

zwischen den Stickstoffquellen nachgewiesen [199]. Der Stamm T. adeninovorans 

TOA-3 besaß mit Harnsäure eine zweimal größere Enzymaktivität im Vergleich zu 

Adenin [138]. 

Die zeitliche Verschiebung der maximalen Enzymaktivität mit den Stickstoffquellen 

Adenin und Hypoxanthin erfolgte, da ausschließlich Harnsäure als Induktor für die en-

zymatische Aktivität der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 wirkte [185]. Die 

durchgeführte Analyse zeigte mit der Xanthin-Oxidoreduktase-Deletionsmutante 

A. adeninivorans G1224 einzig bei einer Kultivierung mit Harnsäure im Medium eine 

enzymatische Aktivität der Uratoxidase [185]. Auch eine Asp. nidulans-Mutante mit 

fehlender Xanthin-Oxidoreduktase-Aktivität hatte keine Aktivität der Uratoxidase bei 

Wachstum ohne Harnsäure [210]. Für die Alge C. reinhardtii wurde ein inaktives 
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Vorläuferprotein der Uratoxidase beschrieben, das erst nach Anwesenheit von Harn-

säure und Abwesenheit von Ammonium in eine aktive Uratoxidase umgewandelt wurde 

[211]. In A. adeninivorans LS3 hingegen wurde eine Induktion der Transkription nach-

gewiesen. 

 

Bei der Uratoxidase von A. adeninivorans LS3 handelt es sich um ein intrazelluläres 

Protein, dessen Lokalisation im Zytoplasma oder in der Vakuole der Zelle auszu-

schließen ist, wie anhand der Dichtegradientenzentrifugation (vgl. Abb. 3-15) nachge-

wiesen wurde. Eine Lokalisation im Peroxisomen wird aufgrund der C-terminalen Sig-

nalsequenz erwartet, wurde jedoch nicht bestätigt. Seit den siebziger Jahren des 

20. Jahrhunderts wurden viele Untersuchungen zu der Lokalisation des Enzyms in den 

unterschiedlichen Organismen durchgeführt [134, 212–214]. Die Uratoxidasen von 

B. fastidiosus [123] oder Pseudomonas aeruginosa [136] sind extrazellulare Proteine. 

Während in B. fastidiosus A.T.C.C. 26904 [215] oder A. globiformis [203] und in 

eukaryotischen Organismen intrazelluläre lokalisierte Uratoxidasen beschrieben 

wurden. In den Zellen von C. tropicalis [130], S. cerevisiae [216], C. famata und 

T. cutaneum [217] befand sich das Enzym in den Peroxisomen. In höheren Eukaryoten, 

wie Frosch, Ratte, Hamster, Hund, Katze und Rind [96, 134, 214, 218], wurde das 

Enzym im kristalloiden Kern der Peroxisomen des Lebergewebes nachgewiesen. 

 

Der Reinigungseffekt der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 (vgl. Abschnitt 3.3.4) 

ähnelte der Isolation der Uratoxidase aus Rindernieren (10,4-fach) [133] oder 

B. fastidiosus SMG83 (2,1-fach) [123]. Wohingegen höhere Reinigungseffekte auf-

grund anderer Reinigungsprozeduren für Candida sp. (244-fach) oder C. reinhardtii 

(350-fach) beschrieben wurden [128, 131]. 

Eine native molekulare Masse von 65 bis 70 kDa wurde mit der Größenfraktionierung 

für die Auoxp aus A. adeninivorans LS3 ermittelt. Unter denaturierenden Bedingungen 

wurde für diesen Organismus eine Proteinbande bei 35 kDa identifiziert. Anhand dieser 

Daten wurde auf die Struktur eines Dimers für die Uratoxidase von A. adeninivorans 

LS3 geschlossen. In Glycine max L. wurde ebenfalls ein Dimer mit zwei identischen 

Untereinheiten (32 kDa) nachgewiesen [132]. 
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Die Struktur der Uratoxidasen variierte sehr stark zwischen den einzelne Organismen. 

Für die Mehrzahl der Organismen wurde ein Tetramer beschrieben, das sowohl aus vier 

identischen Untereinheiten [75, 131, 177, 215, 219, 220] als auch aus zwei verschieden-

en Untereinheiten [123, 125] bestand. Für Candida sp. wurde ein Monomer (70 bis 

76 kDa) nachgewiesen [128], wobei spätere Untersuchungen mit der rekombinanten 

Uratoxidase aus Candida sp. eine Größe von 35 kDa zeigten [221]. Das Bakterium 

Streptomyces cyanogenus zeigte ein Trimer mit einer Größe von 100 kDa (32 kDa je 

Untereinheit) [222]. 

 

Die Uratoxidase von A. adeninivorans wies ein pH-Optimum bei 8,0 auf (vgl. Abschnitt 

3.3.5.1). Untersuchungen von B. subtillis exprimiert in E. coli [223], Asp. flavus 

exprimiert in E. coli [224], C. utilis [206] oder S. cyanogenus [222] belegten das gleiche 

pH-Optimum in diesen Organismen. Das pH-Optimum lag bei verschiedenen 

Uratoxidasen zwischen 5,5 und 9,5 [123, 203]. Die Stabilität der enzymatischen 

Aktivität blieb bei A. adeninivorans in einem großen pH-Bereich (7,5 bis 10,0) erhalten, 

wie es für andere Organismen beschrieben wurde [203, 222]. 

Das Temperaturoptimum der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 lag bei 40 °C (vgl. 

Abb. 3-18). Das Optimum der Uratoxidase in anderen Organismen wurde überwiegend 

zwischen 30 und 40 °C nachgewiesen [123, 206, 222–225]. Eine Stabilität der 

enzymatischen Aktivität der Uratoxidase von A. adeninivorans blieb über einen 

Zeitraum von 1 Stunde bei 50 °C erhalten. Eine Stabilität der Uratoxidase-Aktivität bis 

mindestens 50 °C wurde für B. fastidiosus [123], A. globiformis [203], Microbacterium 

sp. Stamm ZZJ4-1 [225] und B. subtilis [226] ermittelt. Geringere Stabilitäten 

gegenüber der Temperatur wurden beispielsweise in P. aeruginosa [136] und 

Candida sp. [128] bestimmt. 

Die Ermittlung der Michaelis-Menten-Konstante für Harnsäure ergab bei der Urat-

oxidase von A. adeninivorans LS3 einen kM-Wert von 56 µmol l-1 (vgl. Abschnitt 

3.3.5.3). Dieser Wert lag in anderen Organismen innerhalb des Bereiches von 5 bis 

310 µmol l-1 [75, 128, 132, 215, 225, 226]. 

 

Für die Uratoxidase von A. adeninivorans wurden eine Vielzahl von Purinen und Purin-

derivaten als potentielle Substrate getestet (vgl. Tab. 3-9). Dabei konnte ausschließlich 
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mit Harnsäure die Bildung von Wasserstoffperoxid nachgewiesen werden. Bisher wurde 

für keine Uratoxidase, die Möglichkeit, andere Purine als Substrat zu verwenden, 

beschrieben [123, 227]. 

Einer Veränderung der Aktivität der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 wurde 

durch die Zugabe von einem Purin zum Substrat gezeigt. Eine Reduktion um 80 % oder 

mehr wurde durch 8-Azaxanthin und Oxonat hervorgerufen (vgl. Tab. 3-11). Guanin 

bewirkte bei A. adeninivorans LS3 noch eine Inhibition von 40 %. Die Uratoxidase von 

P. recondita zeigte neben dem Verlust der Aktivität von 50 % durch Xanthin einen noch 

stärkeren negativen Effekt durch Oxonat (80 % Inhibition) [125]. Auch die Uratoxidase 

von S. cyanogenus wurde um 80 % durch Xanthin und 25 % durch Guanin reduziert 

[222]. Weitere negative Effekte wurden in B. fastidiosus [123], C. reinhardtii [228] 

nachgewiesen. 

 

Eine vollständige Inaktivierung der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 wurde durch 

eine Präinkubation mit Cu2+ sowie Hg2+ (ab 0,1 mmol l-1) hervorgerufen (vgl. Tab. 3-

10). Gleiche Effekte wurden unter anderem für die Uratoxidasen von Vigna unguiculata 

L. (0,1 µmol l-1 Cu2+) [229], C. utilis (25 µmol l-1 Cu2+, 1 µmol l-1 Hg2+) [219], 

Microbacterium sp. Stamm ZZJ4-1 (1 mmol l-1 Hg2+) [225] oder die rekombinante 

Uratoxidase von A. globiformis (1 mmol l-1 Cu2+) [203] beschrieben. Keine Verän-

derung der enzymatischen Aktivität wurde in B. fastidiosus (1 mmol l-1 Hg2+) [123], in 

S. cyanogenus (0,1 mmol l-1 Hg2+, 1 mmol l-1 Cu2+) [222] und Microbacterium sp. 

Stamm ZZJ4-1 (1 mmol l-1 Cu2+) [225] verursacht, wohingegen eine Erhöhung der 

enzymatischen Aktivität in P. aeruginosa (1 mmol l-1 Cu2+) [136] nachgewiesen wurde. 

Aus dem Zusatz von Fe3+, K+, Mg2+ und Na+ sowie EDTA, Natriumazid, Phenanthrolin 

und PMSF (0,1 und 1 mmol l-1) resultierte keine oder eine Veränderung bis maximal 

16 % der Uratoxidase-Aktivität in A. adeninivorans LS3 und war damit ähnlich zu den 

Beobachtungen in C. utilis [219], B. fastidiosus (1 mmol l-1 Fe2+, 1 mmol l-1 EDTA) 

[123] und S. cyanogenus (1 mmol l-1 Fe2+, 1 mmol l-1 EDTA) [222]. Auch die Urat-

oxidase von Microbacterium sp. Stamm ZZJ4-1 [225] zeigte keine Veränderung der 

enzymatischen Aktivität mit Fe2+ oder EDTA. Das Enzym war jedoch mit Phenan-

throlin (2 mmol l-1) komplett inaktiv [225]. 
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Eine Steigerung der Aktivität um etwa 50 % wurde durch DTT bzw. die Aminosäure L-

Cystein mit der Uratoxidase aus A. adeninivorans LS3 erzielt. Die enzymatische 

Aktivität der Uratoxidase von C. utilis ließ sich durch die Zugabe von reduzierenden 

Reagenzien wie DTT oder der Aminosäure L-Cystein, nach der Inaktivierung durch 

Quecksilber, wieder komplett herstellen [219]. Da die Uratoxidase von B. fastidiosus 

durch Quecksilber nicht inhibiert wurde, war keine erhöhte Aktivität mit DTT oder der 

Aminosäure L-Cystein nachweisbar [123]. 

Abschließend lässt sich zusammenfassen, dass durch EDTA oder Phenanthrolin kein 

inhibitorischer Effekt auf die enzymatische Aktivität der Uratoxidase von 

A. adeninivorans ausgeübt wurde. Der Zusatz von Kupfer minimierte die Aktivität. 

Trotz der vorhandenen Kupferbindungsdomäne vom Typ 2 [135] in der Aminosäure-

sequenz der Uratoxidase aus A. adeninivorans wurde die Notwendigkeit einer Bindung 

von Kupfer für die katalytische Aktivität des Enzyms nicht nachgewiesen. Auch für die 

Uratoxidase von C. utilis [219] und Asp. flavus [230] wurde trotz vorhandener Domäne 

eine Aktivität ohne Kupfer ermittelt. Die zusammenhängende Wirkungsweise von 

Quecksilberchlorid und DTT bzw. der Aminosäure L-Cystein weist darauf hin, dass 

Sulfhydrylgruppen im aktiven Zentrum des Enzyms vorhanden sind. Deren Oxidation 

führte zu einem Verlust der Aktivität. Mit Reagenzien zum Schutz vor der Oxidation 

der Sulfhydrylgruppen wurde die enzymatische Aktivität der Uratoxidase aus 

A. adeninivorans LS3 aufrechterhalten. 

4.5 Überexpression und Charakterisierung der rekombinanten 

Guanin-Deaminase bzw. Uratoxidase 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde das Xplor®2-Transformations-/Expressionssystem [1] 

verwendet, um erhöhte Mengen der Guanin-Deaminase bzw. der Uratoxidase unab-

hängig von Purinen im Kultivierungsmedium zu akkumulieren. Die Hefen wurden 

transformiert mit dem hefespezifischen Vektorteil des Xplor2-Vektors, der zuvor 

vollständig vom E. coli-spezifischen Abschnitt abgetrennt wurde. 

 

Basierend auf dem Vergleich verschiedener pilzlicher Guanin-Deaminasen sowie 

Uratoxidasen wurden für die Gene kodierende Bereiche (1428 bzw. 912 Basenpaare) in 

der genomischen DNA der Hefe A. adeninivorans LS3 identifiziert. Der kodierende 
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Bereich wurde zwischen einem konstitutiven (TEF1-) [160] bzw. einem induzierbaren 

(AYNI1- oder FMD-) [147, 158] Promotor sowie dem PHO5-Terminator aus 

S. cerevisiae [159] integriert. 

 

Obwohl die Transformationsfrequenzen der verwendeten Hefen gleich waren, lagen die 

enzymatischen Aktivitäten der rekombinanten Uratoxidase in den A. adeninivorans 

G1212-Transformanden (homologes System) auf einem höheren Niveau verglichen mit 

einem heterologen System (H. polymorpha RB11-Transformanden) (vgl. Abschnitt 

3.4.5). Giersberg et al. [144] und Böer et al. [231] bestimmten beim Vergleich verschie-

dener Produktionsorganismen eine maximale Ausbeute mit A. adeninivorans-Transfor-

manden anstelle von den ebenfalls untersuchten H. polymorpha- und S. cerevisiae-

Transformanden. In anderen Arbeitsgruppen stellte H. polymorpha RB11 den 

geeigneten Produktionsorganismus für heterologe Proteine dar [153, 232, 233]. 

 

Im homologen System waren die enzymatischen Aktivitäten der Guanin-Deaminase 

höher in den Transformanden mit dem konstitutiven TEF1-Promotor verglichen mit 

dem induzierbaren AYNI1-Promotor. Nach einer 24-stündigen Kultivierung wurden 

maximale Aktivitäten zwischen 52 und 73 U g-1 TG (vgl. Abb. 3-22) in den Trans-

formanden mit einem konstitutiven Promotor nachgewiesen. Unabhängig von der An- 

oder Abwesenheit eines C-terminalen His-Tags reduzierten sich die Aktivitäten in den 

48 h-Proben. Die höchsten spezifischen Uratoxidase-Aktivitäten (25 bis 26 U g-1 TG) 

wurden in einigen wenigen A. adeninivorans-Transformanden der Typen G1212/ 

YRC102- bzw. G1212/YIC102-AYNI1-AUOX nach einer 24-stündigen Kultivierung 

(vgl. Abb. 3-27) ermittelt. Im weiteren Verlauf der Kultivierung verringerte sich die 

Aktivität auf 15 bis 17 U g-1 TG. Die Vielzahl der Transformanden mit konstitutivem 

TEF1-Promotor zeigten Uratoxidase-Aktivitäten zwischen 15 bis 21 U g-1 TG. Einzig 

die Aktivität der Uratoxidase mit einem C-terminalen His-Tag blieb über die 96-

stündige Kultivierung stabil, wohingegen ohne bzw. mit einem N-terminalen His-Tag 

die Aktivität nach einem Maximalwert bei 24 Stunden abnahm. 

In der Literatur wurde die konstitutive und induzierbare Expression der � -Galaktosidase 

in S. pombe miteinander verglichen [234]. Dabei zeigte sich, dass das Expressionslevel 

mit einem konstitutiven Promotor etwa gleich dem Expressionslevel mit einem indu-
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zierten Promotor war [234]. Für A. adeninivorans liegen Angaben von hohen enzyma-

tischen Aktivitäten rekombinanter Proteine nach einer konstitutiven Expression mit dem 

TEF1-Promotor vor [144, 164]. Ein direkter Vergleich zwischen dem TEF1- und 

AYNI1-Promotor erfolgte über das Reportergen PhytaseK [147]. Dabei wurde die 

maximale Aktivität der rekombinanten PhytaseK in der Transformande mit dem TEF1-

Promotor ermittelt [147]. 

 

Die Hefe A. adeninivorans G1212 wurde in dieser Arbeit mit Transformationskassetten 

transformiert, die sowohl mit als auch ohne die konservierten 25S-rDNA-Sequenzen 

[155] flankiert waren. Beim Vergleich der enzymatischen Aktivitäten der YRCs (mit 

25S-rDNA-Sequenz) und YICs (ohne 25S-rDNA-Sequenz) eines Transformations-

kassetten-Typs wurden nur geringe Unterschiede für die Uratoxidase sowie die Guanin-

Deaminase nachgewiesen. Das maximale Expressionslevel wurde unabhängig von der 

An- oder Abwesenheit der flankierenden Sequenzen erlangt. Giersberg et al. [144] be-

schrieb ebenfalls die höchsten enzymatischen Aktivitäten der Alkohol-Dehydrogenase 

unabhängig von der Flankierung der Transformationskassette. Böer et al. [1] zeigte im 

Gegensatz dazu, dass das maximale Expressionslevel von rekombinanter PhytaseK bzw. 

Interferon-�  ausschließlich mit den YICs erzielt wurde. 

 

Die Anzahl der Expressionsmodule der Uratoxidase variiert zwischen einem und zwei 

Modulen. Beim Vergleich der Transformanden mit einem Modul (G1212/Y(R/I)C102-

TEF1-AUOX) sowie zwei Modulen (G1212/Y(R/I)C102-TEF1-2AUOX) wurde keine 

signifikante Erhöhung der maximalen Enzymaktivität für einen Typ nachgewiesen. Die 

Unterschiede waren gering, wie aus der Abbildung 3-27 zu entnehmen ist. Giersberg 

et al. [144] beschrieb ebenfalls eine Unabhängigkeit der maximalen Produktivität von 

der Anzahl der integrierten Expressionsmodule. Dabei bewirkte die Integration von 

mehreren Expressionsmodulen keine Steigerung der spezifischen Aktivität [144]. Bei 

der rekombinanten Tannase wurde im Gegensatz dazu eine Verringerung der maxi-

malen Enzymaktivität durch Zunahme der Expressionsmodule beschrieben [164]. 

 

Durch die Integration von mehreren Expressionsmodulen wurde keine gesteigerte enzy-

matische Aktivität erzielt. Für das Expressionsmodul mit der Guanin-Deaminase wurde 
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maximal eine zweifache Integration nachgewiesen (vgl. Abb. 3-21). In den Trans-

formanden mit der Uratoxidase ergab die Southern-Blot-Analyse maximal eine fünf-

fache Integration (vgl. Abb. 3-26). Die Fähigkeit des Vektors zur Mehrfachintegration 

wurde mit dem Vorläufervektor zum Xplor®2-Transformations-/Expressionssystem be-

stätigt [235, 236]. Da die mittels Southern-Blot nachgewiesenen integrierten DNA-

Fragment jeweils größer als 2000 Basenpaare waren, wurde mit hoher Wahrschein-

lichkeit das komplette Expressionsmodul integriert. Die unterschiedlichen Größen der 

DNA-Fragmente deuteten auf variable Integrationsorte im Genom hin, gaben jedoch 

keinen Aufschluss über die resultierende enzymatische Aktivität. Im Falle der 

Transformande G1212/YIC102-TEF1-6HAUOX führte die fünffache Integration des 

Expressionsmoduls mit dem konstitutiv exprimierten AUOX-Gen nicht zu einer höheren 

enzymatischen Aktivität der Uratoxidase im Vergleich zu einer Transformande mit 

einer zweifachen Integration (G1212/YRC102-TEF1-6HAUOX). Ein kumulativer 

Zusammenhang wurde auch für die übrigen Transformanden nicht nachgewiesen. Die 

Mehrfachintegration eines Expressionsmoduls mit der � -Amylase ergab eine Erhöhung 

der spezifischen Aktivität im Vergleich zu einer Einfachintegration [235]. Die Sen-

sitivität der mikrobiellen Komponente des nAES-Assays wurde durch die Integration 

von mehreren Estrogenrezeptor-Expressionsmodulen und Reportergenmodulen jedoch 

nicht gesteigert [236]. 

 

Anhand der spezifischen Enzymaktivitäten der Guanin-Deaminase bzw. der Urat-

oxidase wurde jeweils eine Transformande ermittelt, welche die höchste enzymatische 

Aktivität besaß. Zusätzlich wurde bei vergleichbarer Maximalaktivität jene Trans-

formande ausgewählt, deren Aktivität über einen längeren Zeitraum stabil blieb. Die 

Wahl fiel auf die Transformanden A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1-AGDA6H 

und A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1-AUOX6H, die ein einfaches Expressions-

modul besaßen. 

Die biochemischen Eigenschaften der endogenen Guanin-Deaminase bzw. Uratoxidase 

aus dem Wildtypstamm A. adeninivorans LS3 wurden mit den rekombinanten Enzymen 

verglichen. Die rekombinante Uratoxidase Auox6hp wies keine relevanten Unterschiede 

in ihren biochemischen Eigenschaften im Vergleich zur endogenen Uratoxidase Auoxp 

aus A. adeninivorans LS3 auf (vgl. Abschnitt 3.4.9). Bereits für die rekombinante 

Tannase [143] oder die rekombinante Lipase [142] wurden in A. adeninivorans nach 
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einer homologen Expression keine Veränderungen der biochemischen Eigenschaften 

nachgewiesen. 

Durch den C-terminalen His-Tag kam es in der rekombinanten Guanin-Deaminase 

Agda6hp möglicherweise zu einer strukturellen Veränderung, die eine Reduktion der 

thermischen Stabilität sowie den Wegfall des zweiten pH-Optima bei einem pH-Wert 

von 8,0 verursachte (vgl. Tab. 3-12). Für die biotechnologische Anwendung der rekom-

binanten Guanin-Deaminase stellen diese Veränderungen möglicherweise Hindernisse 

dar. Der inhibitorische Effekt durch Guanosin reduzierte sich bei der rekombinanten 

Guanin-Deaminase auf 30 % (vgl. Tab. 3-15). Diese Veränderung der biochemischen 

Eigenschaft könnte für die Reduktion von Purinen in Lebensmitteln ein Vorteil sein, da 

das im Lebensmittel vorhandene Guanosin somit einen geringeren negativen Einfluss 

auf die enzymatische Aktivität der Guanin-Deaminase besitzt. 

4.6 Anwendung der rekombinanten Enzyme – Behandlung von 

Lebensmitteln 

Diese Arbeit diente ersten Untersuchungen zur Entwicklung eines Verfahrens zur enzy-

matischen Reduktion von Purinen, speziell Harnsäure, in Lebensmitteln. Das Verfahren 

soll einen neuen Ansatz zur Vorbeugung der Hyperurikämie darstellen. Hyperurikämie 

wird durch die Überschreitung der physiologischen Sättigungsgrenze von Harnsäure im 

Blutserum des Menschen verursacht. Als Folge ist eine Entwicklung von Gicht möglich, 

wobei die Erkrankung zu schmerzhaften Anfällen oder im weiteren Krankheitsverlauf 

zur Bildung von Gichttophus führt [13, 20, 24, 25, 27, 28]. Derzeit wird den 

Betroffenen (1 bis 2 % der erwachsenen Bevölkerung in Industriestaaten) neben einer 

medikamentösen Behandlung eine purinarme Ernährungsweise empfohlen [9, 17, 19, 

20, 24, 37]. Durch den Verzicht von purinreichen Lebensmitteln kann es jedoch zu 

einem Mangel an verschiedenen essentiellen Aminosäuren kommen, da diese über-

wiegend mit solchen Nahrungsmitteln aufgenommen werden. 

 

Vor der Untersuchung von Lebensmitteln wurde die Funktionalität der purinabbauenden 

Enzyme untersucht. Dafür wurde ein Puringemisch (je 200 µg Adenin, Hypoxanthin, 

Guanin, Xanthin und Harnsäure) mit einem Enzymgemisch inkubiert. Das Enzym-

gemisch bestand aus Uratoxidase, Guanin-Deaminase, Adenin-Deaminase [184] und 



KAPITEL 4 – DISKUSSION 

113 

Xanthin-Oxidoreduktase [185]. Für sämtliche Purine wurde eine Konzentrations-

reduktion nachgewiesen (vgl. Abb. 3-31). Das beim vollständigen Abbau von Adenin 

entstandene Hypoxanthin wurde direkt von der Xanthin-Oxidoreduktase weiterver-

arbeitet. Gleiches galt für das Xanthin, das durch die Guanin-Deaminase erzeugt wurde. 

Am Ende der Inkubationszeit war maximal 10 % der ursprünglichen Adenin-, Guanin- 

bzw. Harnsäurekonzentration vorhanden. Die Hypoxanthin- und Xanthinkonzentration 

wurde um etwa 50 % reduziert. 

 

Seit mehr als 60 Jahren ist bekannt, dass die Harnsäure im Blut von Lebewesen durch 

die enzymatische Wirkung einer Uratoxidase reduzierbar ist [62, 63]. Jedoch wurde eine 

Verringerung der Harnsäurekonzentration direkt in Lebensmitteln bisher nicht unter-

sucht. 

Zu den purinreichen Lebensmitteln zählen die Mehrzahl der Fleischprodukte (Schwein, 

Rind, Hase, Hirsch), Innereien (Leber, Niere, Herz), Fisch (Hering, Scholle, Schellfisch, 

Anchovis), aber auch Gemüse (Erbsen, Bohnen, Kichererbsen, Linsen) oder bestimmte 

Lebensmittel (Sojamilch, Sojafleisch/trocken), die oftmals bei alternativen Ernährungs-

formen verwendet werden [17]. 

In der vorliegenden Arbeit wurde Rinderbrühe als Lebensmittel verwendet. Aufgrund 

des flüssigen Aggregatzustandes von Rinderbrühe eignete sich dieses Lebensmittel für 

die ersten Untersuchungen mit purinabbauenden Enzymen in einer tatsächlichen 

Lebensmittelumgebung. In der Rinderbrühe wurden nur geringe Mengen von Harn-

säure, Adenin und Xanthin sowie höhere Konzentrationen von Guanin und Hypoxanthin 

nachgewiesen. 

Da die Funktionalität der Uratoxidase entscheidend für das Gelingen des Projektes war, 

wurde der Rinderbrühe zusätzliche Harnsäure zugesetzt und deren Abnahme mittels 

HPLC-Analytik dokumentiert (vgl. Abb. 3-32). Nach einer 60-minütigen Inkubation 

wurde die Harnsäure nahezu vollständig abgebaut. Dies belegte die enzymatische 

Wirkung der Uratoxidase in einem Lebensmittel. 

Im nächsten Schritt wurde die Rinderbrühe gelöst und mit einem Gemisch aus 

purinabbauenden Enzymen versetzt (vgl. Abb. 3-33). Nach einer mehrstündigen 

Inkubation wurde eine Verringerung sämtlicher Purine nachgewiesen. Die dabei 
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entstehende Harnsäure wurde durch die Uratoxidase vollständig abgebaut. Die übrigen 

Bestandteile der Rinderbrühe zeigten keinen Einfluss auf die Aktivität der Enzyme. 

Neben Rinderbrühe wurde ein Hefeextrakt mit dem Enzymgemisch aus Uratoxidase, 

Guanin-Deaminase, Adenin-Deaminase [184] und Xanthin-Oxidoreduktase [185] 

enzymatisch behandelt. Bei Hefen handelt es sich um einen purinreichen Organismus 

[17]. Auch in diesem Falle führte die Inkubation mit einem Gemisch aus purinab-

bauenden Enzymen zu einer Reduktion der Purine im Hefeextrakt [185]. 

In dieser vorliegenden Arbeit [237, 238] sowie in den Publikationen von Jankowska 

et al. [184, 185] wurde das Potential der purinabbauenden Enzyme aus A. adeninivorans 

zur Behandlung von Lebensmitteln aufgezeigt. 

4.7 Ausblick 

Die Kultivierung von A. adeninivorans LS3 im Medium mit Purin als Stickstoffquelle 

führte zur intrazellulären Synthese von purinabbauenden Enzymen. Im Rahmen dieser 

Arbeit wurde die Guanin-Deaminase sowie die Uratoxidase isoliert, biochemisch 

charakterisiert und für die industrielle Anwendung überexprimiert. 

Die intrazelluläre Lokalisation der Enzyme konnte nicht endgültig aufgeklärt werden. 

Da bei den mikroskopischen Aufnahmen intrazelluläre Strukturen nachgewiesen wur-

den, bei denen es sich vermutlich um Peroxisomen handelt, ist für die Uratoxidase eine 

Lokalisation in diesem Kompartiment denkbar. Ein weiterer Hinweis ist die peroxi-

somale Signalsequenz am C-Terminus des Proteins. Immunohistochemische Unter-

suchungen mit spezifischen Antikörpern (Anti-Auoxp) könnten diese Fragestellung 

beantworten. 

Mit Hilfe eines Transformations-/Expressionssystems wurden die intrazellulären 

Guanin-Deaminase und Uratoxidase überexprimiert. Dabei wiesen einige Trans-

formanden hohe enzymatische Aktivitäten auf. Diese Analysen fanden ausschließlich 

unter diskontinuierlichen Bedingungen in Schüttelkolben statt. Um die Ausbeute zu 

steigern sollten Untersuchungen mit einer kontinuierlichen Prozessführung im 

Fermenter durchgeführt werden. Zusätzlich könnte sich eine extrazelluläre Lokalisation 

der Enzyme günstig auf die industrielle Produktion der Enzyme auswirken. Aussagen 



KAPITEL 4 – DISKUSSION 

115 

über die Funktionalität des Enzyms unter diesen Bedingungen können derzeit nicht 

getroffen werden. 

In dieser Arbeit wurde die enzymatische Reduktion von Purinen in Rinderbrühe nach-

gewiesen. Für eine breite Anwendung in der Lebensmittelindustrie ist es notwendig, ein 

Verfahren zu entwickeln, mit dem die Lebensmittel vor dem Verzehr oder während des 

Verdauungsprozesses behandelt werden. Die Verwendung von purinabbauenden Enzy-

men in einer Art Gewürzmischung wäre eine denkbare Möglichkeit zur Behandlung von 

Lebensmitteln vor dem eigentlichen Verzehr. Die Aufnahme von einem Gemisch aus 

purinabbauenden Enzymen wäre weiterhin über Kapseln möglich. Diese müssten die 

Magenpassage unbeschadet überstehen, bevor sie sich im Darm öffnen, und ihr Inhalt 

die Purine der Nahrungsmittel abbaut. Unabhängig von der Methode, wie die Lebens-

mittel mit den Enzymen in Kontakt kommen, ist die Bestimmung der idealen Mengen-

verhältnisse der Enzyme zueinander notwendig. 
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Allgemeine Abkürzungen: 

Die chemischen Elemente wurden durch die Symbole des Periodensystems der Elemente abgekürzt. Übliche 
Vorsilben für Potenzen der Zahl 10 lauten: n = Nano (1x10-9), µ = Mikro (1x10-6), m = Milli (1x10-3), k = Kilo 
(1x103). Die Abkürzungen für Maßeinheiten entsprechen den SI-Einheiten oder wurden unten aufgeführt. Die 
Gattungsnamen von Organismen wurden separat aufgeführt. 

 
°C  Grad Celsius 
%  Prozent 
% (v/v)  Volumenprozent 
% (w/v)  Masseprozent 
�   Ohm (in m2 kg s-3 A-2) 
6H  Kennzeichnung sechsfacher

 Histidin-Tag 
Abb.  Abbildung 
APS  Ammoniumpersulfat 
AMP   Adenosinmonophosphat 
Ampr  Ampicillinresistenz 
a. u.  arbitrary unit (willkürliche 

Einheit) 
BCIP  5-bromo-4-chloro-3-indolyl 

phosphate 
Bicine  2-(bis(2-hydroxyethyl)amino) 

acetic acid 
BMI  body mass index 
bzw.  beziehungsweise 
cDNA  complementary DNA 
C-Quelle Kohlenstoffquelle 
Da  Dalton 
DEAE  Diethylaminoethyl 
DEPC  Diethylpyrocarbonat 
DNA  Desoxyribonukleinsäure 
DTT  Dithiothreitol 
EDTA  Ethylendiamintetraacetat 
ESI-Q-TOF electrospray ionization 

quadrupole time-of-flight 
et al.  und andere 
F  Farad (in m�2  kg�1  s4 A2) 
FPLC  fast protein liquid chromate-

graphy 
g  Gramm 
G-6-P-DH Glukose-6-Phosphat-Dehydro-

genase 
GMP  Guanosinmonophosphat 
h  Stunde(n) 
His-Tag Histidin-Tag 
HMM  Hefeminimalmedium 
HPLC High-performance liquid 

chromatography 
HVM  Hefevollmedium 
Hz  Hertz (in s�1 ) 
IMP  Inosinmonophosphat 
Kanr  Kanamycinresistenz 
Kb  Kilobasenpaar 
kcat  Wechselzahl 
kcat/kM  Enzymeffizienz 
kM  Michaelis-Menten-Konstante 

l  Liter 
LB  Luria-Bertani 
MALDI Matrix-assisted Laser Desorption/ 

Ionization 
MES 4-morpholineethanesulfonic acid 
min Minute(n) 
MOPS 4-morpholinepropane-sulfonic 

acid 
mRNA  messenger RNA 
MS  Massenspektrometrie 
MTT  thiazolyl blue tetrazolium 

bromide 
NAD+  Nikotinsäureamid-Adenin-

Dinukleotid (oxidiert Form) 
NADP+ Nikotinsäureamid-Adenin-Di-

nukleotid-Phosphat (oxidiert 
Form) 

NADPH Nikotinsäureamid-Adenin-Di-
nukleotid-Phosphat (reduzierte 
Form) 

nanoLC nano liquid chromatography 
NBT  nitroblue tetrazolium chloride 
N-Quelle Stickstoffquelle 
NSAR  nicht-steroidale Antirheumatika 
ODxxx nm optische Dichte gemessen bei 

einer Wellenlänge von xxx nm 
PAGE  Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
PCMB para-Chlormercuribenzoesäure 
PCR  Polymerasekettenreaktion 
pH  pH-Wert 
PHMB  para-Hydroxymercuribenzoe-

säure 
Pipes  Piperazine-1,4-bis(2-ethane-

sulfonic acid) 
PMSF  Phenylmethylsulfonylfluorid 
PTS1  persoxisomalen „targeting“ 

Sequenz 1 
PVDF  Polyvinylidenfluorid 
Q-TOF quadrupole time-of-flight 
REN  Restriktionsendonuklease(n) 
RNA  Ribonukleinsäure 
SD-Medium  synthetisches Minimalmedium 
SDS  Natriumdodecylsulfat 
SDS-Gel(e) SDS-Polyacrylamidgel(e) 
Tab.  Tabelle 
td Verdopplungszeit 
TEMED N, N, N‘, N‘-Tetramethylen-1,2-

Diamin 
TG  Trockengewicht 
TOF  time-of-flight 
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Tris  tris(hydroxymethyl)-amino-
methan 

U  Unit (in µmol min-1) 
usw.  und so weiter 
UV  Ultraviolet 
V  Volt (in m2 kg s�3  A�1 ) 
vmax  maximale Reaktionsgeschwin-

digkeit 

vgl.  vergleichen mit 
x g  mal Erdbeschleunigung 
XMP  Xanthosinmonophosphat 
YCR  yeast ribosomal DNA integration 

expression cassette 
YIC  yeast integration expression 

cassettes 
YNB  yeast nitrogen base 

 
 

Gattungsnamen: 

 
A. dermatitidis  Ajellomyces dermatitidis 
A. adeninivorans  Arxula adeninivorans 
A. globiformis  Arthrobacter globiformis 
Asp. flavus  Aspergillus flavus 
Asp. fumigatus  Aspergillus fumigatus 
Asp. nidulans  Aspergillus nidulans 
B. fastidiosus  Bacillus fastidiosus 
B. subtilis  Bacillus subtilis 
C. reinhardtii  Chlamydomonas reinhardtii 
C. sinensis  Camellia sinensis L. 
C. famata  Candida famata 
C. tropicalis  Candida tropicalis 
C. utilis   Candida utilis 
E. coli   Escherichia coli 
H. polymorpha  Hansenula polymorpha 
K. pneumoniae   Klebsiella pneumoniae 
N. lugens  Nilaparvata lugens 
P. aeruginosa  Pseudomonas aeruginosa 
P. recondita  Puccinia recondita 
S. cerevisiae  Saccharomyces cerevisiae 
S. pombe  Schizosaccharomyces pombe 
S. cyanogenus  Streptomyces cyanogenus 
T. adeninovorans  Trichosporon adeninovorans 
T. cutaneum  Trichosporon cutaneum 
T. cruzi   Trypanosomas cruzi 
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-60 ag tataaaag  gagcggtacc cccatatcgt gggtgtagac agttttcatc ttctca aatc 
 
1 atgactcgaa aggcgttttg cgtgtatgag ggtgcattta tccac ccccg cgtccccagt 
1 M  T  R  K   A  F  C   V  Y  E   G  A  F  I   H  P  R   V  P  S   
 
61 actactaaca ggaacatcaa gccgggcctt gaatttgtgc ctcg gggccg gatcattgtg 
21 T  T  N  R   N  I  K   P  G  L   E  F  V  P   R  G  R   I  I  V   
 
121 gagaatgggt ctgggaagat tgtattgatc cagcgagaca att cttcgga gaatggcaat 
41 E  N  G  S   G  K  I   V  L  I   Q  R  D  N   S  S  E   N  G  N   
 
181  tctaacattg gtgagctatt gcgggacaat ggcatcaatg ag gcagacct tgagtatgtt 
61 S  N  I  G   E  L  L   R  D  N   G  I  N  E   A  D  L   E  Y  V   
 
241 cgagctcccg aaggggcatt ctttttcccc gggttctttg ata ctcatat ccatgctcct 
81 R  A  P  E   G  A  F   F  F  P   G  F  F  D   T  H* I   H*  A  P   
 
301 cagtacccca attccggaat ttttggcgaa tccaccctgc tcg actggct cgagacgtat 
101 Q  Y  P  N   S  G  I   F  G  E   S  T  L  L   D   W  L   E  T  Y   
 
361  accttcccta tggaggcctc gttgtcggat acggaccggg cc aaggctgt gtattcaaag 
121 T  F  P  M   E  A  S   L  S  D   T  D  R  A   K   A  V   Y  S  K   
 
421 gttatcgaaa agactttggg caatggcact actaccgcat ctt actatgc aacaattcac 
141 V  I  E  K   T  L  G   N  G  T   T  T  A  S   Y   Y  A   T  I  H   
 
481 cctgagccca cccagattct tgctgacgag gctctgcgtc agg gtcagcg tgcatttgta 
161 P  E  P  T   Q  I  L   A  D  E   A  L  R  Q   G   Q  R   A  F  V   
 
541 ggcagagtat gcatggttca gaattctcct gactattatg ttc atactga ggaagaatca 
181 G  R  V  C   M  V  Q   N  S  P   D  Y  Y  V   H   T  E   E  E  S   
 
601 aaggctgctg atgagcaggt aattgcttac attaagaagc ggg atcctca gggagagatt 
201 K  A  A  D   E  Q  V   I  A  Y   I  K  K  R   D   P  Q   G  E  I   
 
661 attagtccaa ttgtgacccc acgatttgct cctagctgca ctg aacatat tatggaatgg 
221 I  S  P  I   V  T  P   R  F  A   P  S  C  T   E   H  I   M  E  W   
 
721  caggccaagc tagccaagcg agaaaaccta cctattcaga ct cacatttc tgaaaatacc 
241 Q  A  K  L   A  K  R   E  N  L   P  I  Q  T   H* I  S   E  N  T   
 
781 ggcgaagtcg agtgggtcaa agagctgttc cccaaatgtt cag gatatgc ggatgtttac 
261 G  E  V  E   W  V  K   E  L  F   P  K  C  S   G   Y  A   D  V  Y   
 
841 gataaggcgg gcctcctcac tgatagaact attctcgctc act gtgttca cctgactgaa 
281 D  K  A  G   L  L  T   D  R  T   I  L  A  H*  C  V  H   L  T  E   
 
901 gatgaaaagc acctcattca tcatagacag agcggaattt ctc actgccc catttccaat 
301 D  E  K  H   L  I  H   H  R  Q   S  G  I  S   H   C  P   I  S  N   
 
961 tcttcattga cctcgggtga gtgccctgta aggtctctgc tta acaagga gattaaggtc 
321 S  S  L  T   S  G  E   C  P  V   R  S  L  L   N   K  E   I  K  V   
 
1021 tctttgggta ctgacgtgtc tggaggctat tctccaagca tt ttggcagt ggcccgacag 
341 S  L  G  T   D* V  S   G  G  Y   S  P  S  I   L  A  V   A  R  Q   
 
1081  gctctgttgg tatctcgaca cattgcaatg aaatctcaag a taaagacga tgtgctcaat 
361 A  L  L  V   S  R  H   I  A  M   K  S  Q  D   K   D  D   V  L  N   
 
1141 tttgaagaag tgctttattt ggctacatat ggaggtgctg aa gtatgtgg attggcagac 
381 F  E  E  V   L  Y  L   A  T  Y   G  G  A  E   V   C  G   L  A  D   
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1201 aagctaggat cttttgaggt tggcaagaaa tgggacgccc ag ttggtatc tctcgaccac 
401 K  L  G  S   F  E  V   G  K  K   W  D  A  Q   L   V  S   L  D  H   
 
1261 aatgactctc ctattgacgt tttccctttc gccacctcct cc ctgtccaa ggagcagcgc 
421 N  D  S  P   I  D  V   F  P  F   A  T  S  S   L   S  K   E  Q  R   
 
1321 ctccgacaca gtgctcagca atggatctac ctcggagatg ac cgtaacac tcgcaaggtt 
441 L  R  H  S   A  Q  Q   W  I  Y   L  G  D  D   R   N  T   R  K  V   
 
1381 tgggtgaacg gtcagttggt cataaacaaa gatggatcct ca aactaact ttataacatc 
461 W  V  N  G   Q  L  V   I  N  K   D  G  S  S   N   * 
 
1441 atctcgacct ctgctgtacg gtgcatcaca tacattcgga tc accgagtt agagcaaccg 
 
1501 gcaatccgtg gtgacccacg tcatggccca cataggtctg ta tctcttat aagtagggag 
 
Abb. A-1. Nukleotidsequenz des AGDA-Gens von A. adeninivorans LS3 und die daraus abgeleitete 
Aminosäuresequenz der Guanin-Deaminase Agdap. 
Die potentielle Promotorregion (TATA-Box) wurde fett und kursiv in der 5‘-Promotor-Region 
gekennzeichnet. Das Sequenzmotiv der Familie der Aminohydrolasen wurde unterstrichen (Amino-
säureposition 90 bis 98). Mit einer Wellenlinie wurden das Start- sowie das Stopp-Codon hervorgehoben. 
Mit Stern sind vier Histidine und eine Asparaginsäure gekennzeichnet, die für die Bindung von Zink 
verantwortlich sind. 
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-120 cgacgcaccgg acaaggccg aaagggccca tagcccagtc ag tataaaac  ggtgctggat  
 
-60 ctccttgttg atttctagtc acccagacaa accccatagt ttt aaacaaa agaacaaacc  
 
1 atgtcccatc tctctgctgc ccgttacggt aaagacaacg tccga gtcct caaggtctgg  
1 M  S  H  L   S  A  A   R  Y  G   K  D  N  V   R  V  L   K  V  W   
                                    Motiv A 
61 cgtgatcctt ccaaccccca gcatcaggaa gtgatcgagc tcac tgtgtg tgtgctgctt  
21 R  D  P  S   N  P  Q   H  Q  E   V  I  E  L   T  V  C   V  L  L 
 
121 gagggagaga ttgaggagtc ttacactcgc gctgacaact ccc ctgtggt tcctactgac  
41  E  G  E  I   E  E  S   Y  T  R   A  D  N  S   P  V  V   P  T  D    
                                                      Motiv B 
181 accgtcaaga acaccatcta cattcacgcc aagcagaatg atg tgtggcc cattgagctg  
61  T  V  K  N    T  I  Y   I  H  A   K  Q  N  D   V  W  P   I  E  L 
 
241 ttcggagcta ctctgaccaa ccactttgtc acccgctacc ctc acatcca cgctgcccac  
81  F  G  A  T   L  T  N   H  F  V   T  R  Y  P   H   I  H   A  A  H 
 
301 gctcacatca tccagcacag atggactcga ttcaacgttg acg gcaagcc ccaccctcac  
101  A  H  I  I   Q  H  R   W  T  R   F  N  V  D   G  K  P   H  P  H  
         Kupferbindungs- 
361 tctttcatgc gtgatggcca ggagacccga attgtcgacg tta cccgtcg tgacgacgga  
121  S  F   M  R   D  G  Q   E  T  R   I  V  D  V   T  R  R   D  D  G 
 domäne 
421 tctcccttcg agatcacctc cgccattaag gacctgactg tgc tcaagtc caccggatcc  
141  S  P  F  E   I  T  S   A  I  K   D  L  T  V   L  K  S   T  G  S   
                                                        Motiv C 
481 atgttccact cttaccacaa gtgtgagtac actaccctca agg aggctta cgaccgaatc  
161  M  F  H  S   Y  H  K   C  E  Y   T  T  L  K   E  A  Y   D  R  I 
 
541 ctgtctactg acgttgacgc tcagtggact tggtctcctt cca aggttgc cactgttggc  
181  L  S  T  D   V  D  A   Q  W  T   W  S  P  S   K  V  A   T  V  G 
 
601 gccgtcaagt ctctggctaa ggagggtgtg ttcgacgctg ctt gggccgg tgctcgaaac  
201  A  V  K  S   L  A  K   E  G  V   F  D  A  A   W  A  G   A  R  N 
 
661 gtcaccctcg agacctttgc taaggagaac tccgcttccg tcc aggctac catgtacaac  
221  V  T  L  E   T  F  A   K  E  N   S  A  S  V   Q  A  T   M  Y   N 
                                                Mot iv D 
721 atgtcccagg agattctgcg agagttctct cagctcggct ccg tctctta ctccctgcct  
241  M  S  Q  E   I  L  R   E  F  S   Q  L  G  S   V  S  Y   S  L  P 
 
781 aacaagcact actttgagat tgacctttcc tggcataagg gtc ttcagaa cactggcaag  
261  N  K  H  Y   F  E  I   D   L  S   W  H  K  G   L  Q  N   T  G  K 
     Region 1 
841 aacgctgagg tgtacgctcc ccagagcaac cccaacggtc tta tcaagtg cactgtcacc  
281  N  A  E  V   Y  A  P   Q  S  N   P  N  G  L   I  K  C   T  V  T 
 
901 cgtaacactg ctaagctcta agtaatttag ctacag ttta ttattttat g atattcaatt  
301  R  N  T  A   K  L   * 
       PTS1 
961 gatcctcatc ttcatcatcc ttatcacata ctgacttcca tag tgaaaaa tcatattccc  
 
Abb. A-2. Nukleotidsequenz des AUOX-Gens von A. adeninivorans LS3 und die daraus abgeleitete 
Aminosäuresequenz der Uratoxidase Auoxp. 
Die potentielle Promotorregion (TATA-Box) in der 5‘-Promotor-Region sowie ein putatives Poly(A)-
Signal in der 3‘-Terminator-Region wurden fett und kursiv gekennzeichnet. Die konservierten Sequenz-
motive wurden unterstrichen. Mit einer Wellenlinie wurden das Start- sowie das Stopp-Codon her-
vorgehoben. 
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Abb. A-3. Zusammenfassung der erstellten Vektoren für eine induzierbare Expression. 
Die Genkarten der Vektoren enthalten die Grundelemente: Promotor, Gen-ORF, Transkriptions-
terminator, � 25S-rDNA-Fragmente und den E. coli-spezifischen Anteil. Wenn die Grundelemente nicht 
einzeln erkennbar sind, wurden endogene Promotoren oder Terminatoren zum ORF verwendet. Für die 
Klonierung notwendige Erkennungssequenzen für REN wurden abgebildet. 



ANHANG 

XXIX 

 

Abb. A-4. Zusammenfassung der erstellten Vektoren für eine konstitutive Expression. 
Die Genkarten der Vektoren enthalten die Grundelemente: Promotor, Gen-ORF, Transkriptions-
terminator, � 25S-rDNA-Fragmente und den E. coli-spezifischen Anteil. Wenn die Grundelemente nicht 
einzeln erkennbar sind, wurden endogene Promotoren oder Terminatoren zum ORF verwendet. Für die 
Klonierung notwendige Erkennungssequenzen für REN wurden abgebildet. 

 

 


