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Abkürzungen 

�  Wellenlänge (nm) 
�  molarer Extinktionskoeffizient 
2,5-DKGA  2,5-Di-Keto-Gluconat 
2-KGA  2-Keto-D-Gluconat 
2-KGR 2-KGA-Reduktase 
2-KGLA  2-Keto-L-Gulonat 
2-KGDH 2-Ketogluconat-Dehydogenase 
5-KGA  5-Keto-D-Gluconat 
6-PGH  6-Phosphogluconat-Dehydrase 
6-PGDH  6-Phosphogluconat-Dehydrogenase 
Abb.  Abbildung 
ADH   Alkohol-Dehydrogenase 
ALDH  Acetaldehyd-Dehydrogenase 
Am   Ampicillin 
ATP   Adenosin-Triphosphat 
bp   Basenpaare 
BTM  Biotrockenmasse 
C  Kohlenstoff 
Cef   Cefoxitin 
CTR   Kohlenstoffdioxidtransferrate 
Da   Dalton 
DTT   Dithiothreitol 
DNA   Desoxyribonukleinsäure 
DOC   dissolved organic carbon; gelöster organischer Kohlenstoff 
EDTA  Ethylendiamintetraacetat 
EDW  Entner-Doudoroff-Weg 
EP   Elektroporation 
et al.  et alii (und andere) 
HClO4  Perchlorsäure 
H2SO4  Schwefelsäure 
HEPES     2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
HPLC  „High Performance Liquid Chromatography“; hochauflösende 

Flüssigkeitschromatographie 
IPTG Isopropyl-�-D-thiogalactosid 
GA-2-DH Gluconat-2-Dehydrogenase 
GA-5-DH Gluconat-5-Dehydrogenase 
GC  Gaschromatographie 
GC-MS  Gaschromatographie-Massenspektroskopie 
GK Glucose-Kinase 
GntK  Gluconat-Kinase 
GNO Gluconat-Dehydrogenase 
Glyc3P-DH Glycerin-3-phosphat-Dehydrogenase 
Gm  Gentamycin 
G6PH  Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase 
FAD  Flavinadenindinukleotid 
Kan   Kanamycin 
kDa  Kilodalton 
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KDPG  2-Keto-3-desoxy-6-phosphogluconat-Aldolase 
LDH   Lactat-Dehydrogenase 
LB   Luria Bertani 
M   Molar; Mol pro Liter 
MgCl2  Magnesiumchlorid 
mGDH  membrangebundene Glucose-Dehydrogenase 
MS  Massenspektroskopie 
NAD+(H)  Nikotinamid-Adenin-Dinukleotid 
x N HCl x normale Salzsäure 
ODx nm  optische Dichte bei einer Wellenlänge von x nm 
PPW  Pentosephosphat-Weg 
PAGE  Polyacrylamidgelelektrophorese 
PCR   Polymerasekettenreaktion 
PDC   Pyruvat-Decarboxylase 
PGI   Glucose-6-phosphat-Isomerase 
PQQ  Pyrroloquinoline Chinone 
pH   Potentia Hydrogenii   
rpm   rounds per minute; Umdrehungen pro Minute 
RNA   Ribonukleinsäure 
RT   Raumtemperatur 
RT-PCR  Reverse Transkriptions-PCR 
sGDH  cytosolische Glucose-Dehydrogenase  
SDS   Sodiumdodecylsulfat 
Stl/h  Standardliter pro Stunde 
Tab.   Tabelle 
TAE    Tris/Acetat 
TAL   Transaldolase  
TG  Trockengewicht 
TOC  total organic carbon; Gesamtheit an organisch gebundenem Kohlenstoff 
TPI   Triosephosphat-Isomerase 
Tris   Tri-(hydroxymethyl)-aminomethan 
U   Unit (mg Protein/ml) 
UV   Ultraviolett 
V  Volt 
v/v   Volumen pro Volumen 
w/v   “weight per volume”; Gewicht pro Volumen 
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1 Einleitung 

1.1 Das Essigsäurebakterium Gluconobacter oxydans

Gluconobacter oxydans ist ein gram-negatives Essigsäurebakterium, das zu der 
Familie der Acetobacteriaceae gehört. Essigsäurebakterien bevorzugen nährstoff-
reiche Lebensräume wie Blüten, Früchte, Pflanzen, wo zuckerreiche Säfte frei 
werden, und kommen zudem in süßen und alkoholischen Getränken und Frucht-
säften vor (Swings, 1992; Gupta et al., 2001; Battey und Schaffner, 2001). Essig-
säurebakterien sind säuretolerant, sie wachsen noch unterhalb eines pH-Wertes von 
3,7 und sind obligat aerob (Olijve und Kok, 1979). Die Familie wird heute in 10 
Gattungen unterteilt: Acetobacter, Gluconobacter, Acidomonas, Glucoacetobacter, 
Asaia, Kozakia, Swaminathania, Saccharibacter, Neoasaia und Granulibacter
(Yamada und Yakphan, 2008). Die Spezies der Gattung Gluconobacter sind im 
Gegensatz zu den Spezies der Gattungen Acetobacter nicht in der Lage, Lactat oder 
Essigsäure zu Kohlenstoffdioxid und Wasser umsetzten zu können; eine klare 
Trennung der Gattungen Gluconobacter und Acetobacter gelang erst mittels 16S-
rRNA-Sequenzanalysen (Sievers et al., 1995). Die Gattung Gluconobacter besteht 
aus vier Arten, G. asaii, G. cerinus, G. frateurii und G. oxydans, die jeweils in 
mehrere Unterarten untereilt werden (Sievers et al., 1995; Tanaka et al., 1999).  

Die G. oxydans-Zellen besitzen eine Ellipsen- oder Stäbchen-Form, sind zwischen 
0,5 x 0,8 und 0,9 x 4,2 �m groß und treten einzeln, in Paaren oder Ketten auf 
(Abb. 1). Unter Sauerstoffmangel kommt es bei dem Bakterium zur Ausbildung von 
3-8 polaren Flagellen; eine Endosporenbildung erfolgt nicht (De Ley und Swings,
1981; De Ley et al., 1984; Gupta et al., 2001).  

   

Abb. 1:  Elektonenmikroskopische Aufnahme von G. oxydans                    
Mit freundlicher Genehmigung von Dr. A. Ehrenreich, Institut für Mikrobiologie und Genetik, 
Georg-August-Universität Göttingen 
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Die optimalen Kulturbedingungen des Bakteriums liegen bei Temperaturen zwischen 
25-30°C und pH-Werten zwischen 5,5-6,0 (Gupta et al., 2001). Gluconobacter-
Stämme bevorzugen D-Mannit als C-Quelle, sie wachsen aber auch gut mit D-Sorbit, 
Glycerin, D-Fructose und D-Glucose (Olijve und Kok, 1979; Gosselé et al., 1980). Auf 
definiertem Medium ist das Wachstum schwach (Stokes und Larsen, 1945; Rao und 
Stokes, 1953); Komplexmedien, bestehend aus z.B. Hefeextrakt, Mannit als C-Quelle 
und Pepton sind für ein gutes Wachstum erforderlich (Raspor und Goranovi�, 2008). 
Genauere Einblicke in den Stoffwechsel lieferte die Genomsequenzierung von 
G. oxydans 621H (Prust et al., 2005). Die Größe des Genoms beträgt 2.922.384 bp 
inklusive 5 identifizierter Plasmide (Verma et al., 1997; Prust et al., 2005). Der GC-
Gehalt der genomischen DNA beträgt 61%, was im Vergleich zu anderen Bakterien, 
wie z.B. von Escherichia coli (chromosomaler GC-Gehalt 51%) recht hoch ist (De Ley 
et al., 1984; Shimizu et al., 1999; Prust et al., 2005). Das Auffinden von 18 Insertions-
elementen und 103 Transposasen (Prust et al., 2005) verdeutlicht die beobachtete 
genetische Instabilität und Variabilität (Kondo et al., 1997). Die Genomsequenzierung 
bestätigte, dass Gluconobacter für wichtige katabole Stoffwechselwege die Enzyme 
fehlen. Die Gene für die 6-Phosphofructokinase des Embden-Meyerhof-Weges sowie 
die Succinat-Dehydrogenase und Succinyl-CoA-Synthetase des Zitronensäurezyklus 
sind nicht vorhanden; beide Wege dienen daher lediglich der Bildung von Vorläufer-
molekülen (Greenfield et al., 1972; Fritsche, 1999; Prust et al., 2005). Als funktionel-
ler Stoffwechselweg wurde der Pentosephosphat-Weg (PPW) nachgewiesen (Dep-
penmeier et al., 2002). Die Enzyme für den Entner-Doudoroff-Weg (EDW) können 
von G. oxydans gebildet werden, was auch Untersuchungen von Kersters et al. 
(1968) bereits zeigten.  

Gluconobacter ist in der Lage, eine Vielzahl organischer Substanzen, wie Zucker, 
Alkohole und Polyole schnell und unvollständig mittels membranständiger Dehydro-
genasen zu oxidieren (Kulhanek, 1989), was das Bakterium für zahlreiche biotech-
nische Anwendungen interessant macht. G. oxydans wird z.B. für die Produktion von 
Essigsäure genutzt, aber auch für einen Syntheseschritt des Medikaments Miglitol 
gegen Diabetes mellitus (Campbell et al., 2000; Schedel, 2000) und des Bräunungs-
mittels Dihydroxyaceton (Claret et al., 1994). Das Substrat Glucose wird von 
G. oxydans zu Gluconsäure (Meiberg et al., 1983; Pronk et al., 1989) umgesetzt, die 
z.B. in der Textilindustrie als Schmutzlöser verwendet wird. Industrielle Bedeutung 
hat auch die L-Weinsäuresynthese, für die 5-Keto-D-gluconat (5-KGA) als Vorläufer-
molekül genutzt werden kann (Klasen et al., 1992; Elfari et al., 2005; Merfort et al., 
2006), und die Bildung der 2-Keto-L-Gulonsäure (2-KGLA) als Vorstufe für die 
Vitamin C-Synthese. Die weltweite Vitamin C-Produktion beträgt 100.000 Tonnen pro 
Jahr (Macauley et al., 2001). Ein Mangel an Vitamin C führt zu Krankheiten wie z.B. 
Skorbut. Vitamin C wird daher als Zusatzstoff, aber auch als Antioxidans, Kon-
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servierungs- und Säuerungssubstanz in der Lebensmittel- und Pharmaindustrie 
eingesetzt (Scherf, 1997; Hancock und Viola, 2005; Bremus et al., 2006). Noch vor 
5-10 Jahren wurde der größte Teil der Ascorbinsäure mittels des traditionellen 
„Reichstein-Verfahrens“ produziert. Hierbei erfolgte die regiospezifische Umsetzung 
von D-Sorbit zu L-Sorbose mittels G. oxydans, wodurch eine aufwendige chemische 
Synthese mit Schutzgruppen umgangen werden konnte (Boudrant, 1990). Da sehr 
hohe Temperaturen und Drücke für die weiteren chemischen Syntheseschritte 
benötigt wurden, erfolgte die Suche nach einem biotechnologischen Vitamin C-Her-
stellungsverfahren (Hancock und Viola, 2002). So wurde in China ein mikrobieller 
Zweischritt-Fermentationsprozess entwickelt, der mittlerweile von Merck, Cerestar 
und DSM genutzt wird (Hancock und Viola, 2002). Der Firma DSM Nutritional 
Products gelang es, einen Stamm zu konstruieren, der 60 g 2-KGLA aus 100 g L-
Sorbit oder L-Sorbose produziert (Sugisawa et al., 1990). Weiterhin gelang eine 
Stammverbesserung durch Expression heterologer, 2-KGLA produzierender Enzyme 
in Gluconobacter (Shinjoh et al., 1994; Saito et al., 1996). 

G. oxydans besitzt für die Oxidation von organischen Substanzen zwei alternative 
Enzymsysteme: zum einen die membrangebundenen Dehydrogenasen, die ent-
weder Pyrroloquinolin Chinon (PQQ) oder ein kovalent gebundenes Flavinadenin-
dinukleotid (FAD) als Kofaktor besitzen und zum anderen die cytoplasmatischen 
NAD+(P+)-abhängigen Dehydrogenasen. Die membrangebundenen Enzyme dienen 
der direkten Substratoxidation, wobei die Elektronen zur Energiegewinnung durch 
Übertragung auf Ubichinon in die Atmungskette eingeschleust werden (Olijve und 
Kok, 1979a; Van Schie et al., 1985). Die aktiven Zentren der Dehydrogenasen liegen 
im periplasmatischen Raum, die Produkte werden über Poren der äußeren Membran 
der Zellwand ausgeschleust und akkumulieren im Medium. Dieses Enzymsystem ist 
für die schnelle Produktion biotechnologisch wichtiger Substanzen verantwortlich. Für 
die cytosolischen Enzyme, die an den Biomasseerträgen der Zelle beteiligt sind, ist 
hingegen die Aufnahme der Substrate in die Zelle notwendig (Matsushita et al., 
1994). Im Gegensatz zu den membrangebundenen Dehydrogenasen katalysieren 
die im Cytoplasma lokalisierten Dehydrogenasen auch die reversiblen Reaktionen 
(Prust et al., 2005). Die entstehenden Intermediate werden mittels substratspe-
zifischer Kinasen phosphoryliert und über den Pentosephosphat-Weg oder den 
Entner-Doudoroff-Weg metabolisiert.  

1.2 Die Atmungskette von G. oxydans

Durch die Genomanalyse von G. oxydans 621H konnten einige Komponenten der 
Atmungskette identifiziert werden (Deppenmeier et al., 2002; Prust et al., 2005). Die 
Elektronentransportkette des Bakteriums (Abb. 2) besteht aus verschiedenen Cyto-
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chrom c-Typen, Cytochrom b und Ubichinon. Die vom Substrat stammenden Re-
duktionsäquivalente werden im Falle der membrangebundenen PQQ-abhängigen 
Enzyme, z.B. der Glucose-Dehydrogenase, auf PQQ übertragen. Das intrazellulär 
beim Substratabbau anfallende NADH wird durch eine NADH-Dehydrogenase vom 
Typ II, die keine Protonen durch die Membran transportiert, oxidiert; der bei vielen 
Prokaryoten vorkommende Komlex I fehlt in G. oxydans (Prust, 2004). Die Elek-
tronen werden vom PQQ und über die NADH-Dehydrogenase direkt in den Ubichi-
nonpool geleitet. An der Stelle des Ubichinons verzweigt sich die Atmungskette von 
G. oxydans. Entweder werden die Elektronen vom reduzierten Ubichinon auf den 
Cytochrom-bc1-Komplex übertragen, wobei gleichzeitig eine Protonentranslokation 
durch die Membran erfolgt, oder auf eine der beiden Endoxidasen. Als Endoxidasen 
wurden zwei Chinoloxidasen vom bo3- und bd-Typ identifiziert. Die bo3-Chinol-Oxi-
dase transportiert im Gegensatz zur bd-Chinol-Oxidase Protonen durch die Membran 
(Prust, 2004). Ausgehend von den Endoxidasen werden die Elektronen auf Sauer-
stoff übertragen. Der bereits erwähnte Cytochrom-bc1-Komplex überträgt die Elek-
tronen auf Cytochrom c. Da keine Cytochrom c-Oxidase in G. oxydans vorhanden ist 
(Matsushita et al., 1994), die Elektronen vom Cytochrom c aufnimmt, wird über die 
Funktion des Cytochrom bc1-Komplexes und eines potentiellen Elektronenakzeptor 
noch spekuliert. Das durch den Protonentransport über die Membran aufgebaute 
Protonenpotential führt schließlich zur ATP-Regeneration mittels einer F1Fo-Typ ATP-
Synthase (Prust et al., 2005). 

Ubichinone-
pool

Glucose

ADP + Pi

ATPmGDH
PQQ 
abhängig

NADH

Chinol-
Oxidase
bo3-Typ

Chinol-
Oxidase
bd-Typ

O2

pmf
Cytochrom
bc1-Komplex

Cyto-
chrome c

pmf

Unbekannter 
Elektronen 
Akzeptor

O2

NADH-DH
FAD 
abhängig

ATPase

Ubichinone-
pool

Glucose

ADP + Pi

ATPmGDH
PQQ 
abhängig

NADH

Chinol-
Oxidase
bo3-Typ

Chinol-
Oxidase
bd-Typ

O2

pmf
Cytochrom
bc1-Komplex

Cyto-
chrome c

pmf

Unbekannter 
Elektronen 
Akzeptor

O2

NADH-DH
FAD 
abhängig

ATPase

Glucose

ADP + Pi

ATPmGDH
PQQ 
abhängig

NADH

Chinol-
Oxidase
bo3-Typ

Chinol-
Oxidase
bd-Typ

O2

pmf
Cytochrom
bc1-Komplex

Cyto-
chrome c

pmf

Unbekannter 
Elektronen 
Akzeptor

O2

NADH-DH
FAD 
abhängig

ATPaseATPase

Abb. 2: Schematische Darstellung der Elektronentransportkette von G. oxydans. 
Abkürzungen: pmf, Protonenmotorische Kraft; NADH-DH, NADH-Dehydrogenase; mGDH, 
membrangebundene Glucose-Dehydrogenase.  
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1.3 Der Glucosestoffwechsel von G. oxydans

G. oxydans kann Glucose über verschiedene Wege verstoffwechseln (Abb. 3). An 
der Membran wird Glucose zu Gluconat oxidiert und kann je nach Stamm weiter zu 
2-Keto-D-Gluconat (2-KGA), 5-Keto-D-Gluconat (5-KGA) und 2,5-Di-Keto-Gluconat 
(2,5-DKGA) umgesetzt werden. Ohne pH-Kontrolle entsteht aus Glucose nur Gluco-
nat, da ein niedriger pH-Wert zur Inhibition der an der Gluconat-Oxidation beteiligten 
Enzyme führt (Weenk et al., 1984). Wird der pH konstant auf 5,5-6,0 gehalten, laufen 
bei G. oxydans nacheinander drei Oxidationsreaktionen ab: Glucose wird mittels der 
membrangebundenen, PQQ-abhängigen Glucose-Dehydrogenase (mGDH) zu Glu-
conat oxidiert (Ameyama et al., 1981a; Matsushita et al., 1989; Pronk et al., 1989). 
Es kommt zunächst zur intermediären Anreicherung von Gluconat, vermutlich ist die 
Affinität der membrangebundenen Gluconat-2-Dehydrogenase (mGA-2-DH) zu 
Gluconat gering (Weenk et al., 1984). Die FAD-abhängige mGA-2-DH setzt das 
entstandene Gluconat zu 2-KGA um, welches über die membrangebundene FAD-
abhängige 2-Ketogluconat-Dehydrogenase (2-KGDH) zum Endprodukt 2,5-DKGA 
oxidiert wird (Shinagawa et al., 1981; Gupta et al., 2001; Prust et al., 2005; Toyama 
et al., 2007). 2,5-DKGA ist bei einem pH von 4,5 instabil und führt bei Zersetzung zu 
einer rötlich/braune Verfärbung des Nährmediums (Weenk et al., 1984; Schlegel, 
1992; Kersters et al., 2006).  

Einige G. oxydans-Stämme verfügen zusätzlich zur mGA-2-DH über eine 
membrangebundene, PQQ-abhängige Gluconat-5-Dehydrogenase (mGA-5-DH), die 
Gluconat zu 5-KGA oxidieren, welches nicht weiter oxidiert wird (Abb. 4) (Shinagawa 
et al., 1983, 1999; Adachi et al., 2001; Matsushita et al., 2003). 
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Gluconat

mGDH

GlucoseGlucose

GntP

GntK

GA6P
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PPW
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Abb. 3: Schema des Glucosestoffwechsels von G. oxydans. Die Glucose-Oxidation kann 
über das membrangebundene oder das cytoplasmatische Enzymsystem erfolgen. 
Abkürzungen: G6PH, Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase und Gluconolactonase; 6-PGDH, 
6-Phosphogluconat-Dehydrogenase; 6-PGD, 6-Phoshogluconat-Dehydrase; KDPG, 2-Keto-
3-desoxy-6-phosphogluconat-Aldolase. 

Gluconat
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Gluconat5-KGA GNO

2-KGDH

�������	
�

��
����	
�

2,5-DKGA2,5-DKGA

2KGR

���	
�
�
�
��

GntP

Abb. 4: Umsetzung von Gluconat zu Ketogluconaten in G. oxydans. Abkürzungen: 
GNO, Gluconat-Dehydrogenase; 2KGR, 2-KGA-Reduktase.
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Glucose, Gluconat, 2-KGA und 5-KGA können auch von der Zelle aufgenommen und 
nach Umsetzung zu 6-Phosphogluconat (GA6P) in den zentralen Stoffwechsel einge-
schleust werden (Deppenmeier et al., 2002). So wird Glucose in G. oxydans über 
einen putativen Transporter, die Glucose-Permease (CsbC) von der Zelle aufgenom-
men. Gluconat gelangt über die Gluconat-Permease (GntP) in die Zelle. Eine 2-KGA-
Permease konnte bisher nicht identifiziert werden (Prust et al., 2005), jedoch kann 2-
KGA wie auch 5-KGA von der Zelle aufgenommen werden (Gupta et al., 2001).   

Innerhalb der Zelle kann Glucose über zwei alternative Wege weiter umgesetzt 
werden. Über eine Glucose-Kinase (GK) wird Glucose zu Glucose-6-Phosphat (G6P) 
und dann mittels einer cytosolischen NADP+-abhängigen Glucose-6-phosphat-De-
hydrogenase (G6PH) weiter zu 6-Phosphogluconat umgesetzt. Alternativ wird das 
Substrat über die cytosolische NADP+-abhängigen Glucose-Dehydrogenase (sGDH) 
zu Gluconat oxidiert, und dieses wird anschließend über die Gluconat-Kinase (GntK) 
zu 6-Phosphogluconat phosphoryliert. 6-Phosphogluconat wird in den Pentose-
phosphat-Weg (PPW) oder Entner-Doudoroff-Weg (EDW) eingeschleust (Levering et 
al., 1988; Pronk et al., 1989). 2-KGA wird innerhalb der Zelle wieder zu Gluconat 
reduziert, wahrscheinlich über eine cytosolische NADPH-abhängige 2-KGA-Reduk-
tase (2KGR) (Ameyama et al., 1981a; 1982b), die auch Gluconat zu 2-KGA oxidieren 
kann. Einige G. oxydans-Stämme verfügen intrazellulär über eine cytosolische 
Gluconat-Dehydrogenase (GNO), die Gluconat zu 5-KGA oxidieren bzw. das 5-KGA 
auch wieder reduzieren kann (Abb. 4) (Klasen et al., 1995). 

1.4 Ziel der Arbeit 

Da die geringe Biomasseausbeute für die biotechnologische Nutzung von
G. oxydans nachteilig ist, war es das Ziel dieser Arbeit, eine G. oxydans Mutante mit 
hoher Wachstumsrate und Biomasseausbeute auf dem Substrat Glucose zu ent-
wickeln. Hierbei wurde versucht, im ersten Schritt die schnell und zu annährend 
100% ablaufende extrazelluläre Oxidation von Glucose zu Gluconat sowie zu 2-KGA 
und 2,5-DKGA zu verhindern. Glucose sollte effektiv von der Zelle aufgenommen und 
in den zentralen Stoffwechsel eingeschleust werden. Deshalb wurden verschiedene 
Gene, wie z.B. die Glucose-Permease, oder die Glucose-Kinase überexprimiert und 
andere Gene, wie die mGDH und sGDH, disruptiert mit dem Ziel, die 
Glucosenutzung von G. oxydans zu optimieren. Die Auswirkungen der Gen-
Überexpressionen bzw. -Disruptionen wurden anhand des Wachstums, der 
Produktbildung und dem Substratverbrauch der konstruierten Mutanten untersucht. 
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2 Material und Methoden 

2.1 Bakterienstämme 

Eine Auflistung der in dieser Arbeit verwendeten Bakterienstämme ist in Tab. 1 und 2 
zu finden.          

Tab. 1: Bakterienstämme, die in dieser Arbeit eingesetzt wurden 

Stamm Genotyp Referenz 
Escherichia coli   
DH5� F-, 	80dlacZ
M15, recA1, 

endA1, gyrA96, thi-1, 
hsdR17(rk

-, mk
+), supE44, 

relA1, deoR, 
 (lacZYA-
argF)U169 

(Hanahan, 1983; Yanisch-
Perron et al.,1985) 

HB101 F-, hsdS20 (r-
B, m-

B), supE44, 
ara-14, galK-2, lacY1, proA2, 
rpsL20, xyl-5, mtl-1, recA13, 
KanR, oriColE1, RK2-Mob+, 
RK2-Tra+, mH-1  
mit Plasmid pRK2013 

(Boyer & Roulland-Dussoix, 
1969; Figurski & Helinski, 
1979; Lam et al., 1985) 

Gluconobacter oxydans   
IFO 3293 Wildtyp, CefR, (produziert 

2,77 g/l 2-KGLA aus 25 g/l 
Sorbose) 

(Sugisawa et al., 1990; 
Hoshino et al., 1990) 

N44-1 CefR, (durch Mutagenese aus 
G. oxydans IFO 3293 
entstanden; produziert 50 g/l 
2-KGLA aus 100 g/l Sorbit) 

(Sugisawa et al., 1990) 

N44-1 mgdh::kan CefR, KanR, Disruption des 
mgdh-Gens  

DSM Nutritional Products 
(Kaiseraugst, Schweiz) 

N44-1sgdh::kan CefR, KanR, Disruption des 
sgdh-Gens 

Eigene Arbeit 

N44-1 �mgdh CefR, chromosomale 
Disruption des mgdh-Gens 

Eigene Arbeit 

N44-1 �mgdh sgdh::kan CefR, KanR, Disruption des 
sgdh-Gens; chromosomale 
Disruption des mgdh-Gens 

Eigene Arbeit 
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Tab. 2: Weitere im Rahmen dieser Arbeit konstruierte Bakterien-Stämme 

Konstruierter Stamm Stammbezeichnung 
E. coli 
DH5� pBBR1MCS2 DH5�-MCS2 
DH5� pBBR1MCS2-gkI DH5�-gkI
DH5� pEXGOXA-gkI DH5� pEXGOXA-gkI
DH5� pBBR1MCS4-gkII DH5�-gkII
DH5� pBBR1MCS4-csbC DH5�-csbC
DH5� pBBR1MCS4-glf DH5�-glf
DH5� pUC18-sgdh DH5� pUC18-sgdh
DH5� pUC18-sgdh::kan DH5� pUC18-sgdh::kan
DH5� pSUP202-sgdh::kan DH5� pSUP202-sgdh::kan
DH5� pK19mobsacB-�mgdh DH5� pK19mobsacB-�mgdh
DH5� pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw N57A DH5�-PGI-Überproduzent 1 
DH5� pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw K153A DH5�-PGI-Überproduzent 2 
DH5� pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw T531A/E533A DH5�-TAL-Überproduzent 1 
DH5� pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw R589A DH5�-TAL-Überproduzent 2 
G. oxydans 
N44-1 pBBR1MCS2 N44-1 
N44-1 pBBR1MCS4 N44-1 
N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 Einfachdisruptante 
N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 Doppeldisruptante 
N44-1 pBBR1MCS2-gkI N44-1-gkI
N44-1 �mgdh pEXGOXA-gkI N44-1 �mgdh pEXGOXA-gkI
N44-1 �mgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI GKI-Überproduzent 
N44-1 pBBR1MCS4-gkII N44-1-gkII
N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII GKII-Überproduzent 
N44-1 pBBR1MCS4-csbC N44-1-csbC
N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-csbC CsbC-Überproduzent 
N44-1 �mgdh pBBR1MCS4-csbC N44-1 �mgdh-csbC
N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf GLF-Überproduzent 
N44-1 �mgdh pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw  N44-1 �mgdh-tufB-pgi/tal-fw
N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw PGI/TAL-Überproduzent 
N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
N57A 

PGI-Überproduzent 1 

N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
K153A 

PGI-Überproduzent 2 

N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
T531A/E533A 

TAL-Überproduzent 1 

N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
R589A 

TAL-Überproduzent 2 
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2.2 Vektoren 

Folgende Vektoren wurden in dieser Arbeit verwendet (Tab. 3). 

Tab. 3: Vektoren, die in dieser Arbeit eingesetzt wurden 

Vektor Eigenschaften Referenz 
pBBR1MCS2 KanR, lacI, lacZ, Plac, pBBR1 

replicon
(Kovach et al., 1995) 

pBBR1MCS2-gkI Überexpression des gkI-
Gens aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw Überexpression des pgi/tal-
Gens aus G. oxydans DSM 
2343; richtig orientiert unter 
Kontrolle des tufB-Promotors 

(Bremus, 2006) 

pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw 
N57A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch N zu 
A an Position 57 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw 
K153A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch K zu 
A an Position 153 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw 
T531A/E533A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel:  
Aminosäureaustausch T zu A 
an Position 531 und E zu A 
an Position 533 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS2-tufB-pgi/tal-fw 
R589A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch R zu 
A an Position 589 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS4 AmpR, lacI, lacZ, Plac, pBBR1 
replicon 

(Kovach et al., 1995) 

pBBR1MCS4-gkII Überexpression des gkII-
Gens aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS4-csbC Überexpression des csbC-
Gen (putativer Zucker-
Transporter) aus G. oxydans
N44-1 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS4-glf Expression des glf-Gens aus 
Zymomonas mobilis

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS5 GmR, lacI, lacZ, Plac, pBBR1 
replicon 

(Kovach et al., 1995) 

pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw Überexpression des pgi/tal-
Gens aus G. oxydans DSM 
2343; richtig orientiert unter 
Kontrolle des tufB-Promotors 

Eigene Arbeit 
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Vektor Eigenschaft Referenz 
pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
N57A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch N zu 
A 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
K153A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch K zu 
A 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
T531A/E533A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch T und 
E zu A 

Eigene Arbeit 

pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
R589A 

Plasmid zur Inaktivierung des 
PGI/TAL-Fusionsproteins; 
Nucleotidwechsel: 
Aminosäureaustausch R zu 
A 

Eigene Arbeit 

pEXGOX-A AmpR, PtufB,Derivat von 
pEXGOX-G 

(Schleyer et al., 2007) 

pEXGOXA-gkI Überexpression des gkI-
Gens aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 

pZY507-glf pACYC Derivat; glf, lacI q, 
CmR, Ptac, P15A 

(Weisser et al., 1995) 

pRK2013 

pDrive 

KanR, oriColE1, RK2-Mob+, 
RK2-Tra+, mH-1 (tra-Gene, 
mob-Region) 
Konjugations-Helferplasmid 
AmpR, KanR, Plac,T7 
promotor, SP6 promotor, f1 
origin 

(Ditta et al., 1980) 

Qiagen (Hilden) 

pUC18 AmpR,TetR,lacZ, Plac, pBBR1 
replicon 

pUC18-sgdh Expression des sgdh-Gens 
aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 

pUC18-sgdh::kan Disruption des sgdh-Gens 
aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 

pSUP202 Vektor zur Gendisruption; 
pBR325-Mob, AmpR, CmR, 
TcR  

(Simon et al. 1983) 

pSUP202-sgdh::kan Disruption des sgdh-Gens 
aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 

pK19mobsacB Integrationsvektor, KanR, 
sacB, oriVE.c.,oriT

(Schäfer et al., 1994) 

pK19mobsacB-�mgdh Disruption des mgdh-Gens 
aus G. oxydans N44-1 

Eigene Arbeit 
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2.3 Oligonukleotide 

Die in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotide wurden von den Firmen Operon 
(Hilden) und Microsynth AG (Balgach, Schweiz) bezogen. Die Oligonukleotid-Se-
quenzen sind in 5`-3`-Richtung angegeben. Eingeführte Restriktionsschnittstellen 
sind unterstrichen, und der Enzymname ist hinter der Sequenz in Klammern aufge-
führt. Überlappende Sequenzen der cross-over-PCR sind „fett“ geschrieben. 

Tab. 4: Oligonukleotide, die in dieser Arbeit verwendet wurden 

Oligonukleotid 
(Verwendung) 

Sequenz 

Überexpression 

sgdh_GoxKpnIF
(Amplifikation des sgdh-Gens 
(for)) 
sgdh_GoxSacIR
(Amplifikation des sgdh-Gens 
(rev)) 

gk-SacII-5 (Amplifikation des 
gkI-Gens (for))
gk-SacI-3 (Amplifikation des 
gkI-Gens (rev)) 

gkI-5-blunt (Amplifikation des 
gkI-Gens (for) Vektor 
pEXGOX)

gkI-3-blunt (Amplifikation des 
gkI-Gens (rev) Vektor 
pEXGOX)

gkII-Pst-5 (Amplifikation des 
gkII-Gens (for))
gkII-XbaI-3-r (Amplifikation 
des gkII-Gens (rev)) 

gkII-5-blunt (Amplifikation des 
gkI-Gens (for) Vektor 
pEXGOX)
gkII-3-blunt (Amplifikation des 
gkI-Gens (rev) Vektor 
pEXGOX) 

gkGoxXhoI_F (Amplifikation 
des gntK-Gens (for)) 

GGA GAG GTG AGG TAC CAT GCC TGC CCC (KpnI) 

GGA TCA TCA GGA GCT CGT CTG TCC AGA CTG G 
(SacI) 

GGG CCA TGG CCG CGG GAA CAC C (SacII) 

GGT CAA GGA TGA GCT CTA CCG GGT CGG (SacI) 

GTG ACC CCC TCC CTG TCC CG 

CCA TGG ATC AGT CCG CCG CC 

GCA TCG CCA GAG GAT CTG CAG TGC CAT GAG GG 
(PstI) 
CCG GAA ATC TAG ACT TGT TTT TTC GTT TTT ACG 
(XbaI) 

ATG AGG GAA ATC GTA GCC GTC G 

TTA CGG ATG CGC TTC CGC GTA TGC 

GGA CGG TGT GGA GCC TCG AGA GCC ATG AAG ATG 
(XhoI)  
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Oligonukleotid 
(Verwendung) 

Sequenz 

gkGoxBglII_R (Amplifikation 
des gntK-Gens (rev)) 

csbC-XmaI_F (Amplifikation 
des csbC-Gens (for)) 
csbC-sacII_R (Amplifikation 
des csbC-Gens (rev)) 

g6pdh- SphI-fwd 
(Amplifikation des g6pdh-Gens 
(for)) 
g6pdh- SalI-rev (Amplifikation 
des g6pdh-Gens (rev)) 

CGA CCC GGT AGA TCT CAT CCT TGA CC (BglII) 

CGG TTT TCT CCC GGG CCT GAA AAA CC (XmaI) 

GCT GCC ACA TCC CGC GGC AGC AAC CC (SacII) 

GGA ATT ATG TGC ATG CTT CAT GAA CGC (SphI) 

CGT TGC GCT TTT GTC GAC GCT CA ATG C (SalI) 

Disruption 
(mgdh-Gen) 

coPCR-gdh-5F (Amplifikation 
des linken stromaufwärts 
gelegenen Fragments (for)) 
coPCR-gdh-5R (Amplifikation 
des linken stromaufwärts 
gelegenen Fragments (rev)) 
coPCR-gdh-3F (Amplifikation 
des rechten stromabwärts 
gelegenen Fragments (for)) 
coPCR-gdh-3R (Amplifikation 
des rechten stromabwärts 
gelegenen Fragments (rev)) 
gdh-control-5 (Nachweis der 
Disruption (for)) 
gdh-control-3 (Nachweis der 
Disruption (rev)) 

GCA CGG CCG GGC ATG CCA CTT GTG GC (SphI) 

CCC ATC CAC TAA ACT TAA ACA CGT GCC GCC GAT 
CTG GCG GGA GAC G 

TGT TTA AGT TTA GTG GAT GGG CTC TCC ACG GCT 
GGC AAC CTC GGC TTC C 

CCG GTT GTG AGG CGG TCG ACT GGC AGT CGG TGG 
(SalI) 

CGG GCA GGA ATG TTG AGC TGT AGG 

CCC TCG CCG TAA ACG ATT GGT CC 

Sequenzierung 

pBBRMCS2_fwd (Seq. von 
pBBR1MCS2-Derivaten (for))
pBBRMCS2_rev (Seq. von 
pBBR1MCS2-Derivaten (rev)) 

pEXGOX-SEQ002 (Seq. von 
pEXGOX-Derivaten (for)) 
pEXGOX-SEQ001 (Seq. von 
pEXGOX-Derivaten (rev)) 

pK19MCS5282F (Seq. von 
pK19mobsacB-Derivaten (for))

ATA CGA CTC ACT ATA GGG C  

GCT ATG ACC ATG ATT ACG C 

GCT TCA TGT GAA TGA TGA CAA CC 

GCA GTG TGT CGA TCT CAG GAT CG 

ATA CGC AAA CCG CCT CTC CC 
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Oligonukleotid 
(Verwendung) 

Sequenz 

pK19MCS5607R (Seq. von 
pK19mobsacB-Derivaten 
(rev)) 

sgdh-rev1 (Seq. von pUC18-
sgdh (rev)) 
pUC18-rev (Seq. von pUC18-
Derivaten (rev)) 

CGC CAG GGT TTT CCC AGT CAC G 

CGG CCT TGT ACT GTT CGG G 

TTG TGT GGA ATT GTG AGC GG 

Site-directed Mutagenese 

N57A-SfuI-1 (for)

N57A-SfuI-2 (rev) 

K153A-DBcII-1 (for) 

K153A-DBcII-2 (rev) 

T531A/E533A-NarI-1 (for) 

T531A/E533A-NarI-2 (rev) 

R589A-NarI-1 (for)

R589A-NarI-2 (rev)  

SD-pEXgkII-5-invers 

SD-pEXgkII-5 

SD-pEXgkII-3 

GGT GTG ACC TCC GCC CCG GCC ATC TTC GAA AAG 
GCC ATC GGG (SfuI) 
CCC GAT GGC CTT TTC GAA GAT GGC CGG GGC GGA 
GGT CAC ACC 

CCG AAC CTG ATG ATC GCG ATT CCG GGT ACG G 
(NurI) 
CCG TAC CCG GAA TCG CGA TCA TCA GGT TCG G 

GCA AGT CCG GCG GCG CGC TGG CGC CGA ACA 
TCC TGT TCG (NarI) 
CGA ACA GGA TGT TCG GCG CCA GCG CGC CGC 
CGG ACT TGC 

CGA AAA TTG GTG GCG CCT ATT CGG TTC TGT CC 
(NarI) 
GGA CAG AAC CGA ATA GGC GCC ACC AAT TTT CG 

CCA TCT AGA GGC TTT CAT TTA TGA GGG AAA TCG 
TAG CC 
GGC TAC GAT TTC CCT CAT AAA TGA AAG CCT CTA 
GAT GG 
CGC GGA AGC GCA TCC GTA AAA ATC GAA TAC TTA 
TGG C 
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2.4 Chemikalien 

Es wurden Chemikalien der Firmen Sigma-Aldrich Chemie GmbH (Taufkirchen), 
Merck KGaA (Darmstadt), Fluka (Neu-Ulm) und Roth GmbH + Co.KG (Karlsruhe), 
soweit nicht anders angegeben, der Reinheitsstufe p.A. verwendet. Biochemikalien 
und Enzyme mit den zugehörigen Puffern wurden von Roche Diagnostics GmbH 
(Mannheim), New England Biolabs (Frankfurt) und Invitrogen (Karlsruhe) bezogen. 
Die Enzyme Glucose-6-Phosphat-Dehydrogenase, Glucose-6-Phosphat-Isomerase, 
6-Phosphogluconat-Dehydrogenase, Glycerin-3-Phosphat-Dehydrogenase, Triose-
phosphat-Isomerase, Phosphoglucose-Isomerase, Glucose-6-Phosphat-Isomerase, 
Acetaldehyd-Dehydrogenase, Pyruvat-Decarboxylase und Alkohol-Dehydrogenase 
für Enzymaktivitätsmessungen waren von Sigma-Aldrich Chemie GmbH (Taufkir-
chen). Die Testsysteme zum Nachweis von Bernsteinsäure (Succinat), D-/L-Milch-
säure (D-/L-Lactat), Acetaldehyd, D-Gluconsäure und Essigsäure (Acetat) wurden 
von R-Biopharm AG (Darmstadt) bezogen. Der DNA-Größenmarker „Lambda 
DNA/Eco130I (StyI)“ stammte von Fermentas GmbH (St. Leon-Rot), der „DNA 
Molecular Weight Marker IX“ von Roche Diagnostics GmbH (Mannheim) und die „100 
bp DNA Ladder“ von New England Biolabs (Frankfurt).  

2.5 Kulturbedingungen und Nährmedien 

Die Medien wurden zur Sterilisation 20 min bei 121°C autoklaviert. Zur Herstellung 
von festen Nährmedien wurde, soweit nicht anders angegeben, 15 g/l Agar vor dem 
Autoklavieren zugesetzt.  

2.5.1 Nährmedien und Medienzusätze für E. coli

Die Anzucht von E. coli erfolgte in Luria-Bertani-(LB)-Vollmedium (Sambrook und 
Russel, 2000) bei 37°C. Flüssigkulturen wurden in Schüttelk ultur herangezogen. Zur 
Selektion von Bakterien, die ein Plasmid trugen, wurden Antibiotika in entsprech-
ender Konzentration (Tab. 5) dem Medium zugesetzt. Die kompetenten Zellen für die 
Transformation von E. coli wurden in SOB-Medium (Hanahan, 1985) kultiviert. Die 
anschließende Regeneration der Zellen erfolgte ebenfalls in SOB-Medium. Für die 
Selektion wurden zusätzlich 0,1 mM Isopropyl-�-D-thiogalactosid (IPTG) und 
40 �g/ml 5-Brom-4-chlor-3-indolyl-�-D-galactopyranosid (X-Gal) den Selektivplatten 
zugefügt. 

2.5.2 Nährmedien und Medienzusätze für G. oxydans

Die Komponenten „Bacto-Peptone“ und „Bacto-Agar“ stammten von Becton 
Dickinson GmbH (Heidelberg). Die Kultivierung von G. oxydans erfolgte in No.5-
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Medium bei 30°C (Tab. 5) (Shinjoh et al., 1995). Das zum Puffern verwendete 
CaCO3 (particle size: powder) wurde von Fluka (Neu-Ulm) bezogen und separat und 
trocken im Erlenmeyerkolben autoklaviert. Danach wurde das sterile Medium hinzu-
gegeben. Zur Stammhaltung, Mini-Plasmidpräparation sowie für die Elektroporation 
wurde G. oxydans in EP-Medium herangezogen. Zur Regeneration nach der Elektro-
poration wurden die Zellen ebenfalls in EP-Medium inkubiert. Die Selektion rekom-
binanter Zellen erfolgte durch Zugabe von Antibiotika (Tab. 8) in das EP-Medium. 

Tab. 5: Nährmedien für G. oxydans

No.5-Medium   
C-Quelle 50 g/l (Glucose, Sorbit, Gluconate) 
Hefeextrakt 15 g/l 
MgSO4  x  7 H2O 2,5 g/l 
Glycerin 0,5 g/l 
CaCO3 15 g/l 

Elektroporationsmedium (EP)-Medium 
(sterilfiltriert) 
Mannit 80 g/l  
Hefeextrakt 15 g/l 
MgSO4  x 7 H2O 2,5 g/l 
Glycerin 0,5 g/l 
CaCl2 1,5 g/l 
(pH 6,0 mit HCl) 

MB-Agar 
Mannit 25 g/l  
Hefeextrakt 5 g/l 
Bacto-Peptone 3 g/l 
Bacto-Agar 18 g/l 

Zur Wachstumsverbesserung von G. oxydans-Stämmen wurden dem No.5-Medium 
die in Tab. 6 aufgelisteten Substanzen in folgenden Konzentrationen einzeln hinzu-
gefügt. 

Tab. 6: Zugesetzte Substanzen zum No.5-Medium 

Zusätze zum No.5-Medium  
Ammoniumphosphat 1 g/l  
Biotin 2 �g/l 
Folsäure 2 �g/l 
Glutamin 10 mg/l 
Kaliumphosphat 1 g/l 
Niacin 400 �g/l 
Pantothensäure 400 �g/l 
Riboflavin 200 �g/l 
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Anstelle eines Komplexmediums wurde das definierte Hefemedium „Yeast Nitrogen 
Base- (YNB)-Medium“ für die Kultivierung von G. oxydans verwendet. Das YNB-
Medium wurde in zwei Varianten, mit und ohne die Aminosäuren L-Histidine, LD-
Methionine und LD-Tryptophan, von der Firma Difco Laboratories (Detroit, USA) 
bezogen. Das Medium enthält Ammoniumsulfat (Stickstoffquelle), verschiedene 
Salze, Vitamine und Spurenelemente (Tab. 7). 

Tab. 7: Zusammensetzung des YNB-Mediums 

YNB-Medium  
Ammoniumsulfat 5 g/l  
Biotin 2 �g/l 
Calciumpantothenat 400 �g/l 
Folsäure 2 �g/l 
Inositol 2000 �g/l 
Niacin 400 �g/l 
p-Aminobenzoesäure 200 �g/l 
Pyridoxinhydrochlorid 400 �g/l 
Riboflavin  200 �g /l  
Thiaminhydrochlorid 400 �g/l 
Borsäure 500 �g/l 
Kupfersulfat 40 �g/l 
Kaliumjodid 100 �g/l 
Eisenchlorid 200 �g/l 
Magnesiumsulfat 400 �g/l 
Natriummolybdat 200 �g/l 
Zinksulfat  400 �g /l  
Monokaliumphosphat  1,0 g/l 
Magnesiumsulfat 0,5 g/l  
Natriumchlorid 0,1 g/l  
Calciumchlorid 0,1 g/l  

Zur Selektion von E. coli und G. oxydans-Stämmen wurden sterilfiltrierte Antibiotika-
Lösungen in folgenden Konzentrationen (Tab. 8) den autoklavierten und abgekühlten 
Medien zugesetzt. Die verwendeten Antibiotika stammten von Roche Diagnostics 
GmbH (Mannheim) und Sigma-Aldrich Chemie GmbH (Taufkirchen). 
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Tab. 8 Antibiotika, die in dieser Arbeit verwendet wurden  

Escherichia coli   
Antibiotikum Stammlösung (mg/ml) Endkonzentration (�g/ml) 
Ampicillin (Na-Salz) 100 in H2Obidest 100  

Gentamycin (-Sulfat) 10 in H2Obidest 10  

Kanamycin (-Sulfat) 50 in H2Obidest 50  

Gluconobacter oxydans   
Antibiotikum Stammlösung (mg/ml) Endkonzentration (�g/ml) 
Cefoxitin (Na-Salz) 50 in H2Obidest 50  

Ampicillin (Na-Salz) 100 in H2Obidest 100  

Gentamycin (-Sulfat) 10 in H2Obidest 10  

Kanamycin (-Sulfat) 50 in H2Obidest 50  

2.6 Kultivierung von E. coli und G. oxydans

Zur Anzucht von Vorkulturen oder zur Isolierung von Plasmid-DNA wurden 5 ml LB- 
oder EP-Medium in sterilen Reagenzgläsern verwendet. Vorkulturen für Wachstums-
Experimente oder Fermentationen wurden in 100 ml-Erlenmeyerkolben mit 25 ml LB- 
oder No.5-Medium kultiviert. Je nach Stamm wurden Selektivantibiotika dem Medium 
hinzugefügt. Da G. oxydans eine natürliche Resistenz gegen Cefoxitin hat (Merfort et 
al., 2006) wurde zur Anzucht von G. oxydans-Stämmen Cefoxitin ins Medium ge-
geben. Weitere Kultivierungsansätze erfolgten in 500 ml-Erlenmeyerkolben mit 50 ml 
Medium. Die Bakterienstämme wurden bei 220 rpm (Rotationsdurchmesser 0,5 m) in 
einem Schüttelschrank bis zur gewünschten Zelldichte inkubiert. Die Kultivierung von 
E. coli erfolgte bei 37°C. Stämme von G. oxydans wurden bei 30°C angezogen, und 
die Hauptkulturen wurden mit  einer OD600nm von ca. 0,25 aus den Vorkulturen 
angeimpft. Zur weiteren Verwendung der Kulturen sowie zur Messung der optischen 
Dichte wurde das dem No.5-Medium zur Pufferung zugesetzte CaCO3 durch Zen-
trifugation in einer Eppendorfzentrifuge, Modell 5810R (6 min, 300 x g), abgetrennt. 
Die OD-Messung erfolgte in einer 1:10 bzw. 1:100 Verdünnung mit 1 N HCl, wodurch 
CaCO3-Reste entfernt wurden. Das bei der Reaktion von HCL mit CaCO3 entste-
hende CaCl2 ist wasserlöslicher als CaCO3. 

2.7 Kultivierung von G. oxydans in der „Fedbatch-Pro“-Fermentations-
anlage  

Da G. oxydans zum Wachsen viel Sauerstoff benötigt und ein neutraler pH-Wert zu 
einem guten Bakterienwachstum beiträgt, wurde ein Fermentationssystem mit pH- 
und Begasungskontrolle gewählt. Verwendet wurde das „Fedbatch-Pro“-Parallel-
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fermentations-System der Firma DASGIP AG (Jülich), ausgestattet mit einem Bio-
block (DASGIP AG, Jülich), bei dem es sich um eine Einheit von 4 Fermentations-
gefäßen (Füllvolumen je Gefäß 200 ml) handelt, die jeweils mit einer pH- und Sauer-
stoffelektrode ausgestattet waren, einem Begasungssystem und einem Säure/ 
Laugen-Dosiersystem. Die genannten Systeme in Verbindung mit einer pH/pO2-
Überwachungseinheit und einer Abgasanalytik ermöglichten eine Kontrolle und Re-
gelung des pH-Wertes, der Temperatur, der Rührergeschwindigkeit, des Sauerstoff-
partialdruckes (pO2) und der Begasungsrate. Die Zusammensetzung der Zu- und 
Abluft wurde während der Kultivierung aufgezeichnet, so dass eine Kohlenstoff-
bilanzierung möglich war. Die Aufzeichnung aller Daten sowie die Kontrolle und 
Regelung der Systeme erfolgte mittels der Software „Fedbatch-Pro“ (DASGIP AG, 
Jülich). Für die Kultivierung von G. oxydans wurde das No.5-Medium mit Glucose als 
C-Quelle verwendet. Vor der Kultivierung wurden in jedes medienbefüllte Fer-
mentationsgefäß 2-3 Tropfen Antischaummittel „Antifoam 204, autoclaved“ (Sigma-
Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen) gegeben sowie die entsprechenden Antibiotika. 
Angeimpft wurde aus einer exponentiell gewachsenen 50 ml-Vorkultur mit einer 
optischen Dichte600nm von 0,3. Das Fermentationsvolumen pro Gefäß betrug 200 ml, 
die Rührerdrehzahl 700 rpm, die Begasungsrate 12 Stl/h, der pH-Wert 6 und die 
Temperatur 30°C. Die Konzentration an gelöstem Saue rstoff im Kulturmedium betrug 
über die gesamte Versuchsdauer 15% bzw. im Parallelansatz 30%, so dass den 
Bakterien immer genügend Sauerstoff zur Verfügung stand. Zu Beginn der Kulti-
vierung wurde der 15% bzw. 30% Sauerstoffpartialdruck im Medium durch Zufuhr 
von Luft (21% O2) eingestellt; in der exponentiellen Wachstumsphase benötigten die 
Bakterien so viel Sauerstoff, dass zusätzlich die Zufuhr von reinem Sauerstoff in das 
Kultivierungsmedium nötig war, damit konstant 15% O2 im Medium gelöst waren.  

2.8 Bestimmung der Biotrockenmasse 

Die quantitative Bestimmung der Biotrockenmasse von G. oxydans erfolgte mittels 
Membranfiltration. Cellulosenitrat-Filter mit dem Porendurchmesser 0,45 �m (Milli-
pore, Schwalbach) wurden vor ihrer Verwendung für 24 h bei 110°C getrocknet, 
anschließend in einem Exsikkator abgekühlt und gewogen. Zur Trockenmassen-
bestimmung wurden von einer wachsenden G. oxydans-Kultur zu bestimmten Zeit-
punkten 10 ml-Proben genommen. Die Proben wurden abfiltriert und die Filter mit 
200 ml kaltem, destilliertem Wasser nachgespült. Nach dem Trocknen für 24 Stun-
den bei 110°C und Abkühlen im Exsikkator wurden die  Filter erneut gewogen, und 
das Nettogewicht der getrockneten Biomasse wurde ermittelt. Für G. oxydans ergab 
sich folgende Korrelation zwischen Biomasse und optischer Dichte: Gramm 
Zelltrockengewicht/Liter [g/l] = 0,2345 x OD600nm. Dieser Wert stimmte mit den von 
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Bremus (2006) ermittelten Daten von Gramm Zelltrockengewicht/Liter [g/l] = 0,23 x 
OD600nm überein (pers. Mitteilung C. Bremus). 

2.9 Bestimmung der Kohlenstoffbilanz 

Zur Bestimmung der Kohlenstoffbilanz wurden der gesamte organisch gebundene 
und der gelöste organische Kohlenstoff (TOC/DOC) einer Bakterienkultur bestimmt. 
Anhand der TOC- und DOC-Messergebnisse konnte der Kohlenstoffanteil in der Zel-
le berechnet werden. Die Gesamtheit des organisch gebundenen Kohlenstoffs (TOC) 
ergab sich aus der Summe folgender Kohlenstoffanteile: 

CTOC = CDOC + CZellen + CCO2  

(C = Kohlenstoffanteil [mmol]; CO2 = Kohlenstoffdioxid) 

Der Kohlenstoffanteil der Biomasse wurde anhand der Biotrockenmasse berechnet. 
Dabei wurde angenommen, dass der Anteil an Kohlenstoff 51% der Trockenmasse 
beträgt. (Quelle: http://www.wasser-wissen.de/abwasserlexikon/b/bakterien.htm). Die 
Kohlenstoffdioxidbildung wurde mittels der Abgasanalytik (Zweistrahl-Infrarot-Mess-
verfahren) des „Fedbatch-Pro“-Parallelfermentations-Systems der Firma DASGIP AG 
(Jülich) bestimmt. Über eine im Abgasanalysator  integrierte Massendurchflussmes-
sung wurde die Kohlenstoffdioxidtransferrate (CTR) bestimmt. Die Massenbilanz für 
einen Fermentationsansatz wurde in „g C-Atom“ angegeben. Die allgemeine Formel 
für die Kohlenstoffbilanzierung lautet: 

Bilanz = CS = CSR + CP + CCO2 + CX

(C = Kohlenstoffanteil [mmol]; S = Substrat; SR = Substratrest; P = Produkt; CO2 = 
Kohlenstoffdioxid; X = Biomasse) 

2.9.1 TOC/DOC Messung 

Für die Kohlenstoffbilanzierung wurde der gesamte organisch gebundenen Kohlen-
stoff (TOC: total organic carbon) und der gelöste organischen Kohlenstoff (DOC: 
dissolved organic carbon) bestimmt. Die TOC/DOC Analyse wurde in Kooperation 
mit der „Zentralabteilung für chemische Analysen (ZCH)“ des Forschungszentrums 
Jülich durchgeführt. Vor der Messung wurden je 100 ml Probe eines Fermentations-
ansatzes entnommen und lyophilisiert. Mittels temperaturfraktionierter Verbrennung 
im Sauerstoffstrom mit anschließender IR-Detektion wurde der organische und 
anorganische Kohlenstoffs in Gewichtsprozent ermittelt (Dunsbach, 2007). Die TOC-
Menge ergab sich aus der Summe des organischen und anorganischen Kohlenstoff-
gehaltes. Die Ofentemperatur wurde auf 110°C einges tellt, langsam auf 600°C 
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erhöht und auf dieser Temperatur gehalten, bis der gesamte organische Kohlenstoff 
verbrannt war. Anschließend wurde auf eine Temperatur von 1000°C erhöht, die 
konstant gehalten wurde, bis der anorganische Kohlenstoff verbrannt war (pers. 
Mitteilung M. Michulitz, ZCH). 

2.10 Stammhaltung 

Zur Lagerung von Bakterienkulturen über einen längeren Zeitraum wurden Glyzerin-
kulturen angelegt. Hierbei wurde eine exponentiell und unter Selektionsdruck ge-
wachsene Kultur der rekombinaten E. coli- bzw. G. oxydans-Stämme zu gleichen 
Teilen mit sterilem Glyzerin gemischt und bei -70°C  gelagert (Sambrook und Russel, 
2000). Die Dauerkulturen wurden zum Beimpfen von Agarplatten oder 5 ml-Flüssig-
kulturen genutzt. Auf Selektivagarplatten können Kulturen maximal 6 Wochen bei 
4°C aufbewahrt werden. 

2.11 Molekularbiologische Methoden 

2.11.1 Transformation von E. coli und G. oxydans 

Transformation von E. coli
Die kompetenten E. coli-Zellen wurde gemäß der RbCl-Methode nach Cohen et al. 
(1972) hergestellt. Die Transformation der kompetenten E. coli-Zellen mit Plasmid-
DNA erfolgte nach Hanahan (1983). Anschließend plattiert man die Bakterien auf 
einem selektiven Medium aus und inkubiert sie über Nacht bei 37°C. 

Transformation von G. oxydans
Die Transformation von G. oxydans erfolgte durch Elektroporation (Trevors und 
Stradoub, 1990; Choi et al., 2006) oder mittels di- und triparentaler Konjugation 
(Fischer-Fantuzzi und Di Girolamo, 1961; Condon et al., 1991; Connell et al., 1995). 
Die Vorbereitung der Zellen und die Durchführung der Elektroporation erfolgt ent-
weder nach der Methode von Mostafa et al. (2002) oder von Choi et al. (2006). Beide 
Protokolle wurden leicht abgewandelt. Die Zellanzucht erfolgte immer in EP-Medium 
(2.5.2) bei 30°C. Bei ersterwähnter Methode wurden die Zellen anstatt mit 10%iger 
Glycerinlösung zweimal mit 1 mM HEPES-Puffer (2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperaz-
inyl)-ethansulfonsäure-Puffer) gewaschen. Für die Elektroporation wurden 50 ng - 
1 �g Plasmid-DNA eingesetzt. Die Methode von Chio et al. (2006) unterscheidet 
zwischen der DNA-Konzentration von „non-replicative“ und „replicative“ Plasmiden, 
mit denen die Zellen transformiert werden. Zu einem Ansatz von 100 �l Zellen 
wurden 300-500 ng „non-replicative“ Plasmid-DNA und 10-50 ng „replicative“ Plas-
mid-DNA gegeben. Vor der Elektroporation wurden die G. oxdans-Zellen mit 300 mM 
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Sucrose gewaschen. Für die Elektroporation wurde der „Gene Pulser Xcell“ (BioRad, 
München) verwendet. Die Einstellung betrug 2,5 kV/25 �F/200 � bei Verwendung 
einer Elektroporationsküvette mit 2 mm Elektrodenabstand. Nach dem Puls wurden 
die Zellen zur Regeneration in 1 ml EP-Medium aufgenommen und für 3 Stunden 
schüttelnd bei 30°C inkubiert. Danach erfolgte die Ausplattierung der Zellen auf 
Selektivmedium. Die Koloniebildung dauerte 2 bis 3 Tage. 

Für die Transformation von G. oxydans wurde zudem die di- und tripartentale Konju-
gation angewandt. Hierbei wurde der Helferstamm E. coli HB101 genutzt, der die 
Gene für die Mobilisierung auf dem Plasmid pRK2013 trägt (Figurski und Helinski, 
1979; Lam et al., 1985). Die drei Stämme, der G. oxydans-Akzeptorstamm, der 
E. coli-Donorstamm und der E. coli-Helferstamm, wurden für die triparentale Konju-
gation in 3 ml LB- oder EP-Medium bis zur mittleren exponentiellen Phase ange-
zogen. Für das eigentliche „Mating“ wurden 50 �l jedes Stammes vermischt und auf 
eine trockene EP-Agarplatte aufgetropft, trocknen gelassen und anschließend ca. 
30 h bei 30°C inkubiert. Die gewachsenen Zellen wur den mit 1 ml EP-Medium abge-
schwemmt und in den Verdünnungen 1:10 und 1:100 auf EP-Selektivagarplatten mit 
50 �g Cefoxitin ausplattiert. Das Cefoxitin verhinderte das Wachstum von E. coli-
Zellen. Durch das Selektivantibiotikum konnten nur G. oxydans-Mutanten wachsen, 
die das Plasmid des E. coli-Donorstammes aufgenommen hatten. 

2.11.2 Isolierung chromosomaler DNA  

Die genomische DNA aus G. oxydans wurde mit dem DNeasy Tissue Kit “DNA 
purification from bacteria” von Qiagen (Hilden) oder mit dem Wizard SV Genomic 
DNA Purification System „Isolation of Genomic DNA from Gram Positive and Gram 
Negative Bacteria“ der Firma Promega AG (Dübendorf, Schweiz) nach Angaben des 
Herstellers isoliert. Bei einer Temperatur von 4°C wurde die genomische DNA ge-
lagert. 

2.11.3 Isolierung von Plasmid-DNA  

Zur Klonierung, Sequenzierung und Transfomation wurde Plasmid-DNA durch 
alkalische Lyse der Bakterienzellen und anschließender Silikatadsorption (Birnboim 
und Doly, 1979) mit Hilfe des QIAprep Spin Miniprep Kit (Qiagen, Hilden) aus E. coli
und G. oxydans isoliert. Die Plasmid-DNA wurde mit Niedrigsalzpuffer (10 mM Tris-
HCl, pH 8,5) von der Säule eluiert und bei -20°C ge lagert. 
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2.11.4 Isolierung von RNA 

Die RNA wurde mit Hilfe des RNeasy Mini Kit (Qiagen, Hilden) aus G. oxydans-
Zellen isoliert. Hierfür wurden 25 ml einer exponentiell wachsenden G. oxydans-
Kultur (mit 25 g Eis vorgekühlt auf -20°C) abzentri fugiert (5 min, 2000 x g, 4°C), das 
Zellpellet in flüssigem Stickstoff tiefgefroren und bis zur weiteren Verwendung bei -
70°C gelagert. Die eingefrorenen Zellen wurden in 7 00 �l RLT-Puffer (Qiagen, 
Hilden) aufgenommen und mit einem Ultraschallprozessor „UP200s“ (Hielscher 
GmbH, Stuttgart) 5 min aufgeschlossen. Der Aufschluss erfolgte in einem 2 ml-Ep-
pendorf-Reaktionsgefäß im Eisbad (Zyklus: 0,5 Zyklen, Amplitude: 70). Nach er-
neuter Zentrifugation zum Abtrennen der Zellreste wurde die RNA gemäß Her-
stellerangaben aus dem Überstand isoliert. Zur Entfernung von DNA wurden die 
Proben mit DNAse I (Qiagen, Hilden) gemäß Angabe des Herstellers behandelt. Die 
Menge an isolierter RNA wurde mit dem NanoDrop ND-1000 UV-Vis Spektral-
photometers (Peqlab, Erlangen) bestimmt. 

2.11.5 Konzentrationsbestimmung von DNA-Lösungen 

Die Konzentration von Nucleinsäure-Lösungen wurde mit Hilfe des NanoDrop ND-
1000 UV-Vis Spectralphotometers (Peqlab, Erlangen) über die Messung der op-
tischen Dichte bei einer Wellenlänge von 260 nm bestimmt. Die Reinheit der DNA-
Präparation wurde anhand des Verhältnisses OD260/OD280 überprüft, wobei protein-
freie Nukleinsäure-Lösungen einen Quotienten zwischen 1,8 und 2,0 aufweisen 
(Gallagher und Desjardins, 2007). Die Quantifizierung geringer Mengen an DNA 
erfolgte über ein Agarosegel. Dabei wurde die Konzentration der unbekannten Bande 
durch Vergleich der Bandenintensität einer DNA-Größenmarker-Bande bekannter 
Konzentration abgeschätzt. 

2.11.6 Methoden zur DNA-Präparation 

Alle Methoden zur Restriktion, Präzipitation und Ligation von DNA-Fragmenten 
wurden nach Sambrook und Russell (2000) durchgeführt (Sambrook und Russell, 
2000). 

Restriktion von DNA 
Für den analytischen Restriktionsverdau wurden steriles Wasser, die zu verdauende 
DNA, ein geeigneter Puffer und das bzw. die Restriktionsenzym(e) zusammen-
gegeben und - soweit vom Hersteller nicht anders angegeben - bei 37°C über Nacht 
inkubiert. Das Volumen des Ansatzes betrug 20 �l, die Menge an eingesetzter DNA 
0,5-1 �g. Für einen vollständigen Verdau wurden 5-10 Units des entsprechenden Re-
striktionsenzyms eingesetzt. Für präparative Ansätze wurde ein Volumen von 100 �l 
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gewählt, wobei 1-5 �g DNA und 10-50 Units Enzym zum Restriktionsansatz gegeben 
wurden. 

Agarosegel-Elektrophorese 
Die Auftrennung und Identifikation von DNA-Fragmenten erfolgte mittels Agarosegel-
Elektrophorese (Sambrook und Russell, 2000). Als Laufpuffer wurde Tris-Acetat-
EDTA-Puffer verwendet (TAE-Puffer: 40 mM Tris, 1 mM EDTA, 0,35% (v/v) Essig-
säure, pH 8,0). Die Gele enthielten je nach DNA-Fragmentgröße 0,8 bis 2% Agarose. 
Das gegossene und erstarrte Gel wurde horizontal in die Gelelektrophoresekammer 
„Sub-cell GT“ (Biorad Laboratories, München) platziert und mit Laufpuffer bedeckt. 
Die DNA-Proben wurden mit 6-fach konzentriertem Ladepuffer (0,25% Brom-
phenolblau, 0,25% Xylencyanol FF, 30% Glycerin und 69,5% steriles H2O) versetzt 
und separat in die Geltaschen pipettiert. Als Größenmarker diente entweder der 
„Lambda DNA/Eco130I (StyI)“ (Fermentas GmbH, St. Leon-Rot), der „DNA Molecular 
Weight Marker IX“ von Roche Diagnostics GmbH (Mannheim) oder die „1kb DNA 
Ladder“ von New England Biolabs (Frankfurt). Die Auftrennung der DNA-Fragmente 
erfolgte bei einer Spannung von 75–100 Volt. Im Anschluss daran wurde das Gel für 
5-30 min mit dem in die DNA interkalierenden Farbstoff Ethidiumbromid gefärbt 
(0,5 �g/ml), mit Wasser gewaschen und unter UV-Licht bei einer Wellenlänge von 
312 nm betrachtet und fotografiert (Image Master, VDS-System, Amersham Pharma-
cia Biotech, Freiburg). 

Isolierung und Aufreinigung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen  
Zur Isolierung und Aufreinigung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen wurde die 
gewünschte DNA-Bande unter UV-Licht mit Hilfe eines Skalpells ausgeschnitten. Die 
DNA wurde mittels des „MinElute Gelextraction Kit“ (Qiagen, Hilden) aus dem Agar-
osegelstück isoliert und aufgereinigt. 

Aufreinigung von DNA aus PCR-Ansätzen 
Zur Abtrennung von Proteinen, Primern, Nucleotiden und Salz wurden PCR-Produkte 
mittels des „Qiaquick PCR Purification Kit“ (Qiagen, Hilden) gereinigt und in 10 mM 
Tris-HCl, pH 8,5 oder Wasser eluiert. 

Ligation von DNA 
Ligationen wurden mit Hilfe des „Rapid DNA Ligation Kit“ (Roche Diagnostic, 
Mannheim) nach Angaben des Herstellers durchgeführt. Die Inkubation des Li-
gationsansatzes erfolgte 20 min bei 21°C. 

Dephosphorylierung von Vektor-DNA 
Um nach der Restriktion die Selbstligation des Vektors zu vermeiden und die Inte-
gration der Fragment-DNA während der anschließenden Ligation zu fördern, wurden 
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die Phosphatreste am 5´-Ende der Vektor-DNA mittels alkalischer Phosphatase 
(Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) entfernt (Sambrook und Russell, 2000). Die 
Dephosphorylierung wurde nach Angaben des Herstellers durchgeführt. 

Modifikation der DNA 
Die Erzeugung glatter DNA-Enden erfolgte mit Hilfe der Pfu-DNA-Polymerase. 
Dieses Enzym besitzt eine 3`-5`-Exonuclease-Aktivität, die eine Korrekturaktivität 
ermöglicht, wodurch keine Basenüberhänge, sondern glatte DNA-Enden entstehen 
(Sambrook und Russell, 2000). Verwendet wurde das „PCR Polishing Kit“ der Firma 
Stratagene (Basel, Schweiz) nach Herstellerangaben. Zudem wurde die große Unter-
einheit der DNA-Polymerase I von E. coli, das Klenow-Fragment (Amersham 
Pharmacia Biotech Inc., Freiburg) genutzt, um überhängende 5´- Enden zu glatten 
Enden aufzufüllen und gleichzeitig überhängende 3´-Enden abzubauen (Sambrook 
und Russell, 2000).  

2.11.7 Polymerasekettenreaktion 

Die Polymerasekettenreaktion (PCR) wurde zur in vitro-Amplifikation von doppel-
strängigen DNA-Fragmenten, wie Plasmid- oder genomische DNA, verwendet (Mullis 
und Faloona, 1987; Rabinow, 1996). Zudem diente sie der analytischen Überprüfung 
von Deletionsmutanten. Die Primer, bestehend aus zwei synthetischen Oligo-
nucleotiden (Tab. 4), sind komplementär zur Matrizen-DNA. Sie wurden so kon-
struiert, dass sie den zu amplifizierenden DNA-Bereich flankieren. Als Kontrolle und 
zum Nachweis der Deletionsmutanten wurden Zelllysate als DNA-Matrizen einge-
setzt. Vor dem Start der PCR wurden die Bakterienzellen in 100 �l sterilem H2O bei 
96°C für 10 min aufgeschlossen. Für die Durchführun g der PCR wurde der 
„Mastercycler personal“ (Eppendorf, Hamburg) genutzt. Die Denaturierung der DNA 
erfolgte bei 94°C, dabei trennen sich die DNA-Doppe lstränge. Die Annealing-Tem-
peratur der Primer ist abhängig von der Basenzusammensetzung der Primer und 
liegt 4°C unterhalb der niedrigsten Schmelztemperat ur der beiden verwendeten 
Oligonucleotide. Mit Hilfe der folgenden Formel wurde die Temperatur zur Primeran-
lagerung abgeschätzt: TM (Schmelztemperatur) = 4x (Guanin+Cytosin) + 2x (Adenin+ 
Thymin) (Ashen et al., 2001). Zusätzlich wurde die Annealing-Temperatur mittels 
Thermo Scientific (Ulm) berechnet. Für die Polymerisation der DNA (Elongation) 
wurde die Temperatur auf 72°C erhöht. Die Elongatio nszeit hing von der Länge des 
zu amplifizierenden DNA-Fragments ab, wobei standardmässig 1 min je kb ange-
nommen wurde. Die Zyklenanzahl betrug 30-50. Für Routineamplifikationen und 
Kontrollansätze wurde das „Taq-PCR Core Kit“ (Qiagen, Hilden) nach den Angaben 
des Herstellers verwendet. Für Klonierungen, bei der die vervielfältigte Gensequenz 
fehlerfrei sein sollte, und zur Überprüfung der Deletionsmutanten wurde das „Expand 
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High Fidelity PCR System“ (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) gemäß 
Herstellerangabe verwendet. Bei letzterem handelt es sich um ein Gemisch von Taq- 
und Pwo-Polymerase, welches sich aufgrund der Proofreading-Aktivität der Pwo-
Polymerase durch eine geringere Fehlerrate auszeichnet. Für nachfolgende 
Arbeitsschritte wurde das PCR-Produkt mittels Agarosegelelektrophorese überprüft 
und mittels des „Qiaquick PCR Purification Kit“ (Qiagen, Hilden) aufgereinigt. 

2.11.8 Reverse Transkription-Polymerasekettenreaktion 

Die Transkription eines Gens in G. oxydans wurde mittels Reverse Transkription-
Polymerasekettenreaktion (RT-PCR) nachgewiesen (Kubista, 2008). Hierfür wurde 
aus isolierter mRNA cDNA synthetisiert und anschließend als Template in eine PCR-
Reaktion eingesetzt. Die cDNA Synthese erfolgte durch den Gebrauch des 
„Omniscript RT Kits“ (Qiagen, Hilden) und wurde nach den Angaben des Herstellers 
durchgeführt. Als Negativ-Kontrolle diente eine „No Template Control (NTC)“, bei der 
H2O anstelle der mRNA-Probe eingesetzt wurde, und eine „No Amplification Control 
(NAC)“, bei der kein Enzym, also keine RTase in den Ansatz gegeben wurde. Als 
Positiv-Kontrolle wurde die mRNA eines konstitutiv exprimierten Gens verwendet. In 
einer 1:10 Verdünnung wurde die cDNA direkt als Template in die PCR eingesetzt. 

2.11.9 Ortsspezifische Mutagenese 

Der gezielte Austausch von Nucleotiden zur Einführung von Mutationen in die 
doppelsträngige, zirkuläre DNA wurde mittels des „QuikChange Site-Directed 
Mutagenesis Kit“ (Stratagene, Heidelberg) und nach Angaben des Herstellers 
durchgeführt. Hierfür wurde ein Primer mit der gewünschten Mutation sowie der dazu 
komplementäre Primer konstruiert. Mit einer Proofreading-Polymerase (PfuTurbo 
DNA polymerase), die eine hohe Korrekturaktivität besitzt, sowie den beiden Primern 
und der Template-Plasmid-DNA wurde eine PCR gemäß Herstellerangaben durch-
geführt. Anschließend wurde das PCR-Produkt mit dem Restriktionsenzym DpnI 
verdaut, das die Eigenschaft besitzt, spezifisch methylierte und hemimethylierte DNA 
abzubauen. Die bakterieneigene dam-methylierte Plasmid-DNA wurde verdaut, die 
unmethylierte mutagenisierte DNA blieb erhalten (Hemsley et al., 1989). Nach der 
Transformation von E. coli mit dem DNA-Template-Gemisch wurden die DNA-Stücke 
mittels des zelleigenen Reparatursystems zu einem doppelsträngigen Plasmid ligiert.  
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2.11.10 Disruption des Gens für die membrangebundene Glucose-Dehydro-
genase  

Die markerfreie Disruption des Gens für die membrangebundene Glucose-Dehydro-
genase (mgdh) in G. oxydans N44-1 erfolgte mit dem Plasmid pK19mobsacB nach 
der Methode von Schäfer et al. (1994) und dem Protokoll von P. Simic (DSM 
Nutritional Products, Kaiseraugst, Schweiz). Mit Hilfe der Primerpaare coPCR-gdh-
5F/coPCR-gdh-5R und coPCR-gdh-3F/coPCR-gdh-3R (Tab. 1.1) wurden anteilig das 
mgdh-Gen und die Region stromabwärts und stromaufwärts des Gens amplifiziert. 
Die beiden PCR-Produkte wurden durch einen 21-bp Überhang mittels cross-over-
PCR (Link et al., 1997) zu einem Fragment vereinigt (Anhang, Abb. 27a,b) Das  
DNA-Fragment mit der gewünschten Disruption des mgdh-Gens und dessen 
homologen Nachbarbereichen wurde in den Kanamycin-Resistenz vermittelnden 
Vektor pK19mobsacB (Schäfer et al., 1994) (Anhang, Abb. 31) ligiert und 
anschließend in E. coli DH5� transformiert. Das sacB-Gen des Vektors kodiert für die 
Levan-Sucrase, die Sucrose zu dem für die Zellen toxischen Levan umsetzt 
(Schwarzer und Pühler, 1991; Bramucci und Nagarajan, 1996). Die Transformanden, 
die den Vektor aufgenommen hatten, konnten auf Agarplatten mit Sucrose nicht 
überleben, sie wuchsen auf LB-Agarplatten mit 25 �g Kanamycin ohne 10% Sucrose. 
Durch Sequenzierung wurde das Vektor-Konstrukt verifiziert und danach mittels 
Elektroporation oder Konjugation in den Stamm G. oxydans N44-1 eingebracht. Die 
Transformanden wurden durch Kanamycin (50 �g/ml) und/oder 10% Sucrose-
Agarplatten auf die chromosomale Integration des Vektors überprüft (erstes 
Rekombinationsereignis). Sucrose-sensitive Klone wurden über Nacht in EPM inku-
biert, anschließend erneut auf Selektivplatten ausgestrichen und sollten den Vektor 
durch ein zweites Rekombinationsereignis wieder aus dem Chromosom entfernt 
haben. Dadurch entstand entweder der Wildtyp (50%) oder die Disruptionsmutante 
(50%). Klone, die den Phänotyp „Kanamycin-sensitiv und Sucrose-resistent“ zeigten, 
wurden mittels Kolonie-PCR auf die Disruption des mgdh-Gens überprüft (Primer-
paar: gdh-control-5/gdh-control-3; Tab. 1.1). 

2.11.11 Disruption des Gens für die cytosolische Glucose-Dehydrogenase   

Zur Disruption des Gens für die cytosolische Glucose-Dehydrogenase (sgdh) in 
G. oxydans mittels Resistenzkassette wurde das sgdh-Gen mit den Primern
sgdh_GoxKpnIF und sgdh_GoxSacIR amplifiziert, in den Vektor pUC18 ligiert und 
das DNA-Konstrukt in den E. coli-Stamm DH5� eingebracht. Nach Sequenzierung 
des pUC18-sgdh-Vektors (Primer: sgdh-rev1 und pUC18-rev; Tab. 1.1) wurde der 
mittlere Genbereich mittels Restriktion entfernt und eine Kanamycinresistenzkassette 
aus dem Vektor pDrive eingefügt. Das Plasmid wurde in DH5� transformiert und 
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durch Sequenzierung verifiziert. Das Konstrukt sgdh::kan wurde aus dem nicht 
mobilisierbaren Vektor pUC18 ausgeschnitten und in den Disruptionsvektor 
pSUP202 ligiert. Anschließend erfolgte die Transformation elektrokompetenter 
G. oxydans-Zellen mit dem Vektor pSUP202 sgdh::kan (Anhang, Abb. 28, 32) Klone, 
die auf Kanamycin-Selektivplatten wuchsen, wurden mittels Kolonie-PCR (Primer-
paar: sgdh_GoxKpnIF/sgdh_GoxSacIR; Tab. 1.1) auf den Austausch der chromoso-
malen sgdh-Gensequenz gegen die sgdh::kan-Antibiotikaresistenzkassette überprüft. 
Damit ausgeschlossen werden konnte, dass zufällig ein dem sgdh::kan-Gen 
ähnliches Fragment amplifiziert worden war, wurde aus den positiven Klonen die 
genomische DNA isoliert und mittels PCR verifiziert (Primerpaar: sgdh_GoxKpnIF/ 
sgdh_GoxSacIR; Tab.1.1). 

2.11.12 DNA-Sequenzierung 

Zur Überprüfung der neu konstruierten Plasmiden wurden diese nach der 
Kettenabbruch-Methode (Sanger et al., 1977; Ansorge et al., 1987) sequenziert. Die 
Sequenzierung wurde entweder durch das EMBL-European Bioinformatics Institute 
(Hinxton, Cambridge, England) oder selbst durchgeführt. Die Sequenzierungs-
reaktion wurde mittels des „BigDye Terminator Kit V3.1“ (Applied Biosystems, 
Darmstadt) nach Angaben des Herstellers im PCR-Thermocycler „Mastercycler 
personal“ (Eppendorf, Hamburg) durchgeführt. Die eingesetzte Template-DNA betrug 
dabei 200 ng pro 3�l. Anschließend wurden die Sequenzierungsansätze mittels des 
„DyeEx-Kit“ (Qiagen, Hilden) aufgereinigt, um überschüssige Nukleotide zu ent-
fernen. Die DNA-Sequenz der aufgereinigten Ansätze wurde mittels Kapillarse-
quenzer „ABI Prism 3100 Avant Genetic Analyzer“ (Applied Biosystems, Darmstadt) 
und der Auswertesoftware „Sequencing Analysis Software, Version 5.1.1“ (Applied 
Biosystems, Darmstadt) bestimmt.  

2.12 Proteinchemische Methoden 

2.12.1 Herstellung von Proteinrohextrakten 

Zur Messung der Enzymaktivität wurde G. oxydans im Schüttelkolben kultiviert (2.6), 
25 ml der Zellen in der exponentiellen Phase durch Zentrifugation (7 min, 2000 x g, 
25°C) geerntet und einmal mit 50 mM Kalium-Phosphat -Puffer (pH 7,0) gewaschen. 
Das Zellpellet wurde in flüssigem Stickstoff tiefgefroren und bis zur Verwendung bei  
-70°C gelagert. Die Zellen wurden in 1,5 ml 50 mM K alium-Phosphat-Puffer mit 
„Complete Protease Inhibitor Tablets“ (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) 
resuspendiert und mit dem Ultraschallprozessor „UP200s“ (Hielscher, GmbH) aufge-
schlossen. Der Aufschluss erfolgte in einem 2 ml-Eppendorf-Reaktionsgefäß im 
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Eisbad durch 5 min Beschallung bei einer Amplitude von 70% und 50 Zyklen. Nach 
der Ultraschallbehandlung wurden Zelltrümmer und intakte Zellreste 20 min bei 
16000 x g und 4°C abzentrifugiert. Der zellfreie Üb erstand wurde als Enzymroh-
extrakt für nachfolgende Aktivitätstests eingesetzt.  

2.12.2 Proteingehaltsbestimmung  

Die Konzentration einer Proteinlösung wurde nach der Bradford-Methode (Bradford, 
1976) bestimmt. Der Test beruht auf der Bindung des Farbstoffes Coomassie brilliant 
blue G-250 an Proteine, wodurch sich das Absorptionsmaximum von 465 nm zu 595 
nm verändert. Für die Farblösung (Bradford-Reagenz) wurden 10 mg „Coomassie 
brilliant blue G-250“ (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) in 5 ml Ethanol gelöst 
und mit 10 ml Ortho-Phosphorsäure (H3PO4) und 85 ml sterilem H2O in einer 
lichtundurchlässigen Glasflasche vermischt. Die Lösung wurde 20 min gerührt und 
danach abfiltriert, um nicht gelöste Farbstoffpartikel abzutrennen. Zur Ermittlung der 
Proteinkonzentration wurde 1 ml des Bradford-Reagenz mit 0,1 ml Probe versetzt. 
Nach 5 min wurde die Extinktion der Protein-Farbstoff Komplexe photometrisch bei 
einer Wellenlänge von 595 nm bestimmt. Zur Quantifizierung wurde eine Eichgerade 
mit 0-100 �g Rinderserumalbumin erstellt. 

2.12.3 Messung von Enzymaktivitäten 

Die Enzymaktivitäten wurden photometrisch bei einer Temperatur von 30°C durch 
die Aufnahme von Enzymkinetiken mittels des „Ultrospec 3000 pro“ Photometers der 
Firma Amersham Bioscience (Freiburg) bestimmt. Anhand der aufgezeichneten Kine-
tik wurde die spezifische Enzymaktivität A [U/mg Protein] mit folgender Formel be-
rechnet: 

A [U/mg Protein] = [(
E / t x V) / (v x d x �)] / (mg Protein/ml) 

(
E, Extinktionsänderung; t, Zeit [min]; V, Gesamtvolumen [�l]; v, Probenvolumen 
[�l]; d, Schichtdicke der Küvette [cm];  �, molarer dekadischer Extinktionskoeffizient 
von NAD(P)H = 6,22 [1 / mM x cm]). Die Proteingehaltsbestimmung erfolgte nach der 
Bradford-Methode (2.13.3). Eine Unit (U) Enzymaktivität wurde definiert als diejenige 
Menge Enzym, die 1 �mol NAD(P)H in einer Minute bei 30°C zu NAD +(P+) umsetzt. 
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Glucose-Kinase-Aktivität  
(modifiziert nach der Methode von Mukai et al., 2003) 

Die Glucose-Kinase (GK) katalysiert die Phosphorylierung von Glucose zu Glucose-
6-phosphat unter Umsetzung von ATP zu ADP. Das gebildete Glucose-6-phosphat 
wurde über das Hilfsenzym Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase (G6P-DH) durch 
die Absorption von NADPH bei � = 340 nm photometrisch bestimmt. Der Reaktions-
ansatz (1 ml) enthielt 200 mM Tris-HCl-Puffer, pH 7,2; 14 mM MgCl2; 50 mM ATP; 5 
mM NADP+; 500 mM Glucose und 2 U Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase. Durch 
die Zugabe des Enzymrohextraktes wurde die Reaktion gestartet. Die Messung 
erfolgte über einen Zeitraum von 2 min. 

Glucose                     Glucose-6-phosphat                       6-Phosphogluconat  

            ATP        ADP                              NADP+    NADPH 

Glucose-6-phosphat-Isomerase-Aktivität  
(modifiziert nach der Methode von Sugiyama et al., 2003) 

Die Glucose-6-phosphat-Isomerase (PGI) katalysiert die reversible Umsetzung von 
Fructose-6-phosphat zu Glucose-6-phosphat. Die Menge des entstandenen Glucose-
6-phosphats wurde mittels der Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase (G6P-DH) durch 
die Bildung von NADPH photometrisch bestimmt. Der Reaktionsansatz (1 ml) ent-
hielt: 500 mM Kalium-Phosphat-Puffer, pH 7,0; 10 mM NADPH; 200 U Glucose-6-
phosphat-Dehydrogenase und Enzymrohextrakt. Durch die Zugabe von 100 mM 
Fructose-6-phosphat wurde die Reaktion gestartet. Die Messung erfolgte über einen 
Zeitraum von 2 min. 

Fructose-6-phosphat                Glucose-6-phosphat                    6-Phosphogluconat     

                                                                              NADP+     NADPH                                                            

Transaldolase-Aktivität  
(modifiziert nach der Methode von Sugiyama et al., 2003) 

Die Transaldolase (TAL) katalysiert die Umsetzung von Fructose-6-phosphat und 
Erythrose-4-phosphat zu Seduheptulose-7-phosphat und Glycerinaldehyd-3-phos-
phat. Der Nachweis der Transaldolaseaktivität erfolgte mittels der Hilfsreaktionen 

GK  G6P-DH  

PGI   G6P-DH 
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durch die Triosephosphat-Isomerase (TPI) und Glycerin-3-phosphat-Dehydrogenase 
(Glyc3P-DH) über die Abnahme der NADH-Konzentration. Der Testansatz (1 ml) 
enthielt 500 mM Kalium-Phosphat-Puffer, pH 7; 5 mM NADH; 100 mM Erythrose-4-
phosphat 100 U Glycerin-3-phosphat-Dehydrogenase, 100 U Triosephosphat-Iso-
merase und Enzymrohextrakte. Der Reaktionsstart erfolgte durch Zugabe von 
100 mM Fructose-6-phosphat. Bei 30°C und 340 nm wur de die Extinktion 2 min lang 
gemessen. 

Fructose-6-phosphat  + Erythrose-4-phosphat                  Seduheptulose-7-phosphat +  
                                                                                           Glycerinaldehyd-3-phosphat  

                                                                   NAD+        NADH 

                                    Glycerin-3-phosphat               Dihydroxyaceton-phosphat  

Pyruvat-Decarboxylase-Aktivität  
(modifiziert nach der Methode von Bringer-Meyer et al., 1986) 

Die Pyruvat-Decarboxylase (PDC) katalysiert die Reaktion von Pyruvat zu Acet-
aldehyd und CO2. Der gebildete Acetaldehyd wurde über eine Hilfsreaktion mit dem 
Enzym Alkohol-Dehydrogenase (ADH) durch die Abnahme der Absorption von NADH 
über die Zeit photometrisch bestimmt. Der Reaktionsansatz (1 ml) enthielt 120 mM 
Na-Citrat; 24 mM MgCl2; 300 mM Thiaminpyrophosphat, pH 6,0; 2 mM NADH; 45 U 
Alkohol-Dehydrogenase und Enzymrohextrakt. Die Reaktion wurde mit der Zugabe 
von 10 mM Pyruvat gestartet. Die Messung erfolgte bei 30°C und � = 340 nm über 
einen Zeitraum von 3 min. 

Pyruvat                   Acetaldehyd                        Ethanol  

                      CO2                      NADH     NAD+

Acetaldehyd-Dehydrogenase-Aktivität  
(modifiziert nach der Methode von Izu et al., 1996)

Die Acetaldehyd-Dehydrogenase (ALDH) katalysiert die Reaktion von Acetaldehyd 
zu Acetat. Die Bestimmung der ALDH-Aktivität erfolgte photometrisch durch die 
Zunahme der Absorption von NADPH bei � = 340 nm, bei einer Temperatur von 30°C 
über einen Zeitraum von 2 min. Der Testansatz (1 ml) enthielt 50 mM Tris-HCl-Puffer, 

TPI 

TAL

  PDC    ADH

  Glyc3P-DH 
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pH 8,3; 10 mM Dithiothreitol (DDT); 2 mM NADP+ und Enzymrohextrakt. Durch die 
Zugabe von 22 mM Acetaldehyd wurde die Reaktion gestartet. 

Acetaldehyd + H2O                     Acetat 

                          NADP+      NADPH  

2.12.4 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese 

Die SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-PAGE) diente als Nachweis für die 
Translation überexprimierter Gene. Die Trennung der Proteine erfolgte nach ihrem 
Molekulargewicht unter denaturierenden Bedingungen gemäß der Methode nach 
Laemmli (1970). Das SDS-Gel besteht aus einem Sammelgel (4% (w/v) Acrylamid; 
pH 6,8) und einem Trenngel (11,5% (w/v) Acrylamid; pH 8,8). Die Elektrophorese 
wurde in SDS-Laufpuffer (10fach: 0,25 M Tris; 1,92 M Glyzin; 1% (w/v) SDS) über 
1,5 h bei einer Stromstärke von 50-60 mA unter Verwendung der Gelelektrophorese-
kammer „Mini Protean III“ (Biorad Laboratories, München) durchgeführt. Als 
Molekulargewichtsstandard dienten 5 �l des bereits vorgefärbten „Prestained Protein 
Marker“ (New England Biolaps, Frankfurt). Die Proteinrohextrakt-Proben (max. 20 �g 
Gesamtprotein) wurden vor der elektrophoretischen Auftrennung mit Laemmli-
Probenpuffer (2fach: 50 mM Tris-HCl-Puffer; pH 6,8; 10% (v/v) Glyzerin; 2% (w/v) ß-
Mercaptoethanol; 4% (w/v) SDS; 0,03% (w/v) Bromphenolblau) versetzt, 5 min bei 
65°C denaturiert und anschließend auf das Gel aufge tragen. Nach der Elektro-
phorese wurde das SDS-Gel 30 min in Wasser gewaschen, mind. 1 h in „PageBlueTM

Protein Staining Solution“ (Fermentas GmbH, St. Leon-Rot) gefärbt, anschließend 
erneut 1 h zur Entfernung überschüssigen Farbstoffs gewaschen, im Geltrocknungs-
rahmen (Roth GmbH + Co.KG, Karlsruhe) nach Angaben des Herstellers getrocknet 
und danach bei Raumtemperatur gelagert. 

2.12.5 Quantitative Analyse von Metaboliten im Medium  

Zur Bestimmung der Konzentration von Metaboliten im Medium wurden einer 
Bakterienkultur während und am Ende der Kultivierung Proben entnommen. Die 
Quantifizierung der Metaboliten erfolgte mittels eines UV-Testsystem (R-BIOPHARM 
AG, Darmstadt). Für den Einsatz in das UV-Testsystem  wurden die Kulturproben zur 
Abtrennung der darin enthaltenen Zellen zentrifugiert (5 min, 16000 x g, 21°C). Der 
Kulturüberstand wurde zum Abstoppen enzymatischer Reaktionen 15 min in einem 

  ALDH  
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Wasserbad erhitzt. Anschließend wurde der Überstand, wenn erforderlich, verdünnt 
und zur Analyse in das Testsystem eingesetzt. 

Acetat  
Acetat wurde enzymatisch mit einem UV-Test (Best. Nr. 10 148 261 035, R-BIO-
PHARM AG, Darmstadt) nach den Angaben des Herstellers ermittelt. Die Bestim-
mung beruht auf einem optischen Test. Die Messung erfolgt bei 20 bis 25°C im 
Photometer „Ultrospec 3000 pro“ der Firma Amersham Bioscience (Freiburg). 

Succinat, Acetaldehyd, D- und L-Lactat 
Die Bestimmungen von Succinat (Best. Nr. 10 176 281 035), Acetaldehyd (Best. Nr. 
10 668 613 035) und D-/L-Lactat (Best. Nr. 11 112 821 035) erfolgten enzymatisch 
mit den UV-Testsystemen der Firma R-BIOPHARM AG (Darmstadt). Die Messungen 
wurden gemäß Herstellenangaben durchgeführt. 

6-Phosphogluconat 
6-Phosphogluconat wurde enzymatisch mittels UV-Test bestimmt. Hierbei wurde der 
D-Gluconsäuretest (Best. Nr. 10 428 191 035, R-BIOPHARM AG, Darmstadt) modi-
fiziert. Glunconat-6-phosphat wurde durch 6-Phosphogluconat-Dehydrogenase (6-
PGDH) zu Ribulose-5-phosphat oxidiert. Das bei dieser Reaktion entstandene 
NADPH wurde photometrisch bei einer Wellenlänge von � = 340 nm bestimmt und 
war äquivalent zu der 6-Phosphogluconat-Menge. Die Reaktion wurde durch Zugabe 
des Enzyms 6-PGDH gestartet. 

Pyruvat 
Die Pyruvatkonzentration wurde enzymatisch mit einem UV-Test ermittelt. Das 
Pyruvat wurde unter Oxidation von NADH in Anwesenheit des Enzyms L-Lactat-
Dehydrogenase (L-LDH) zu L-Lactat reduziert. Über die Abnahme der Extinktion von 
NADH bei � = 340 nm wurde die Konzentration von Pyruvat bestimmt. Der Re-
aktionsstart erfolgte durch Zugabe von L-LDH (230 U).    

2.12.6 Quantitative Bestimmung von Acetat mittels GC 

Die Quantifizierung von Acetat im Medium wurde mit einem Agilent HP-6890A-Gas-
chromatographen mit einer Carbowax Permabond 20M-Säule (50 m x 0,32 mm i.D., 
Macherey-Nagel, Düren) durchgeführt. Die Detektion von Acetat erfolgte mit einem 
Flammen-Ionisations-Detektor (FDI) (Schroer et al., 2007). Zur Auftrennung von 
Acetat wurde ein Temperaturgradient von 50°C bis 16 0°C mit einer Heizrate von 
40°C pro Minute und isothermen Plateaus bei anfängl ich 50°C für 5 min und ab-
schließend 160°C für 9 min gefahren. Als interner S tandard wurde n-Butanol 
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verwendet. Vor dem Einsatz in den Gaschromatographen wurden die Kulturproben 
zu Abtrennung der Zellen zentrifugiert (5 min, 16000 x g, 21°C) und der Überstand 
wurde im Verhältnis 1:1 mit einer 50 mM n-Butanol-Lösung versetzt. Zur Acetat-
Quantifizierung wurde eine Eichgerade mit n-Butanol/Kalium-Acetat erstellt. 

2.12.7 Bestimmung von Glucose, Sorbit und Zuckersäuren mittels HPLC 

Die Konzentrationen von Glucose/Gluconat, 5-KGA, 2-KGA/2,5-DKGA und Glykol-
säure wurde mittels hochauflösender Flüssigkeitschromatographie (HPLC) mit einer 
Umkehrphasenchromatographie-Säule (Shodex DE-613, 150 x 6,0 mm, Phenom-
enex, Aschaffenburg) bestimmt. Die Durchflussrate betrug 0,5 ml/min. Die Auftren-
nung der Substanzen erfolgte in 2 mM HClO4-Lösung (Laufmittel) bei 30°C über 
einen Zeitraum von 25 min. Die Quantifizierung der Substanzen erfolgte mittels UV-
Detektor (L-7400, Merck Hitachi, Darmstadt) bei einer Wellenlänge von � = 210 nm 
und Brechungsindex-(RI)-Detektor (L-7490, Merck Hitachi, Darmstadt) (Merfort, 
2006) 

Die Konzentrationsbestimmung von Sorbit, Sorbose, Sorboson und 2-KGLA erfolgte 
mit der Kationenaustauschchromatographie-Säule Aminex HPX-87 H, 300 x 7,8 mm 
(Biorad Laboratories, München). Bei einer Temperatur von 60°C wurden die Sub-
stanzen in 6 mM H2SO4 (Laufmittel) über 25 min aufgetrennt. Die Durchflussrate 
betrug 0,6 ml/min. Die Konzentration der Metabolite wurden bei einer Wellenlänge 
von � =190 nm im UV-Detektor (L-7200, Merck Hitachi, Darmstadt) und mittels RI-
Detektor (L-7490, Merck Hitachi, Darmstadt) bestimmt (Bremus, 2006). 

Vor der chromatographischen Auftrennung wurden die Kulturproben zur Abtrennung 
der Bakterienzellen zentrifugiert (5 min, 16000 x g, 21°C) und durch eine 0,1 �m-
Nitrozellulosemembran (Schleicher und Schuell, Dassel) sterilfiltriert. Die Probe 
wurde anschließend 1:10 im jeweiligen Laufmittel verdünnt und zur Analyse ein-
gesetzt (10 �l Injektionsvolumen). Die Auswertung der Metabolitdaten erfolgte an-
hand einer substanzspezifischen Kalibriergeraden für den UV- und RI-Detektor mit 
der Software „HSM D-7000, Multi HSM Manager, Version 4.1“ (Merck Hitachi, 
Darmstadt).  

2.12.8 Bestimmung von intra- und extrazellulären Metaboliten mittels 
GC-MS 

Zur Ermittlung der Metabolitkonzentration wurde eine Kulturprobe einer Bakterien-
kultur entnommen, die darin enthaltenen Zellen abzentrifugiert (5 min bei 2000 x g 
und 4°C), die Zellen in 0,9% NaCl-Lösung gewaschen und in 1 ml 65°C warmem 
Methanol 15 min bei 65°C im Ultraschallbad „Ultraso nic Cleaner“ (VWR International, 
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Darmstadt) aufgeschlossen. Nach Zentrifugation (5 min, 2000 x g, 4°C) zur Abtren-
nung von Zelltrümmern und unaufgeschlossenen Zellen wurden 130 �l des Über-
standes in ein frisches Zentrifugengefäß überführt und mittels Vakuumzentrifugation 
(Eppendorf, Hamburg) getrocknet. Die getrocknete Probe wurde in 50 �l Methoxy-
hydroxylamin in Pyridin (20 mg/ml) resuspendiert und bei 35°C für 90 min inkubiert. 
Die Derivatisierung der Probe erfolgte durch Zugabe von  80 �l N-methyl-N-trimethyl-
silyltrifluoracetamid (MSTFA) und anschließender Inkubation für 30 min bei 35°C 
(Strelkov et al., 2004). 1 �l der derivatisierten Probe wurden mittels Gaschromato-
graphie-Massenspektrometrie (GC-MS) im „GCT Primer“ der Firma Waters (Esch-
born) analysiert (Halket et al., 2005). Zur genaueren Identifikation des Metabolit-
gemisches wurden Reinsubstanzen, wie z.B. 1 mM 6-Phosphogluconat, ebenfalls 
mittels GC-MS untersucht. 

Baseninduzierte Lactonspaltung  

Zur Spaltung der ringkettigen Form eines Moleküls wurden 100 mM der Lactone mit 
4%-igem Natriumcarbonat in einem 2 ml-Eppendorf-Reaktionsgefäß im PCR-
Thermocycler „Mastercycler personal“ (Eppendorf, Hamburg) bei 70°C für 20 min 
aufgeschlossen (Morgunov und Perchenko, 1978).  
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3 Ergebnisse 

3.1 Charakterisierung der Stämme IFO 3293, N44-1 und N44-1 mgdh::kan

Das Ziel dieser Arbeit war es, die Produktbildung von G. oxydans, ausgehend von 
dem Substrat Glucose, zugunsten eines erhöhten Biomasseertrages zu unterbinden. 
Verschiedene Gene des Glucosestoffwechsels von G. oxydans N44-1 sollten dafür 
überexprimiert oder deletiert werden. Als Ausgangsstamm diente der L-Sorbose bil-
dende G. oxydans-Stamm IFO 3293, aus dem durch klassische Mutagenese der 2-
KGLA-Produzent N44-1 entstanden ist (Sugisawa et al., 1990; Hoshino et al., 1990; 
Sugisawa et al., 1991a,b). Der Industriestamm N44-1 wurde von der Firma DSM 
Nutritional Products zur Vitamin C-Produktion entwickelt. Ausgehend von 100 g 
D-Sorbit oder L-Sorbose produziert der G. oxydans-Stamm N44-1 60 g 2-KGLA, eine 
Vorstufe von Vitamin C (Sugisawa et al., 1990). 

Glucose sollte als preiswertes Substrat für das Wachstum von G. oxydans N44-1 
dienen. Um zu überprüfen, wie der Stamm N44-1 auf Glucose wächst, führte die 
Firma DSM Nutritional Products Kultivierungsversuche auf dieser C-Quelle durch, die 
zeigten, dass der Stamm N44-1 schlecht auf dem Substrat Glucose wuchs. Um die 
extrazelluläre Umsetzung von Glucose zu Gluconat bis zu 2,5-DKGA zu unterbinden, 
disruptierte die Firma DSM in dem Stamm N44-1 die membrangebundene Glucose-
Dehydrogenase (mGDH). Der Stamm N44-1 mgdh::kan bildete im Verlauf einer kon-
tinuierlichen Fermentation jedoch wenig Biomasse und reicherte große Mengen des 
Endproduktes 2,5-DKGA an (pers. Mitteilung P. Simic, DSM Nutritional Products). 
Wahrscheinlich wurde das intrazellulär gebildete Gluconat und 2-KGA während der 
kontinuierlichen Kultivierung wieder aus der Zelle geschleust und an der Membran zu 
2,5-DKGA umgesetzt.  

Zur näheren Charakterisierung der Wachstumsparameter sollten die Stämme 
G. oxydans IFO 3293, N44-1 und N44-1 mgdh::kan im Schüttelkolben kultiviert 
werden. Einige Autoren beschrieben ein reduziertes Wachstum auf definiertem Me-
dium (Stokes und Larsen, 1945; Rao und Stokes, 1953). Kultivierungsversuche mit 
G. oxydans auf dem definierten Hefemedium “Yeast Nitrogen Base-(YNB)-Medium“ 
(Tab. 7) bestätigten diese Beobachtung. Zur Kultivierung von G. oxydans wurde 
daher Komplexmedium verwendet (Tab. 5). Um das Wachstum von G. oxydans auf 
Komplexmedium zu optimieren, wurden verschiedene Nährstoffe wie Ammonium-
phosphat, Kaliumphosphat, Glutamin, Riboflavin, Pantothensäure, Biotin, Niacin und 
Folsäure dem Komplexmedium No.5 zugesetzt (Tab. 6), die jedoch keinen positiven 
Wachstumseffekt zeigten. Als Kontrolle diente das No.5-Medium ohne Zusätze. Nach 
weiteren Versuchen zur Mediums- und Kultivierungsoptimierung wurden die drei 
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G. oxydans-Stämme in dem No.5-Medium mit 50 g/l Glucose angezogen. Die er-
mittelten Wachstumskurven, -raten, Substratumsätze und Biomasseerträge sind 
Mittelwerte aus mehreren voneinander unabhängigen Kultivierungen. Zur zukünftigen 
Vergleichbarkeit wurde in die Stämme N44-1 und N44-1 mgdh::kan bereits das 
Leerplasmid pBBR1MCS4 kloniert.  

Der G. oxydans-Stamm N44-1 wuchs nur bis zu einer optischen Dichte von 3,7 und 
erreichte die niedrigste Zellausbeute (YX/S) mit 0,05 g BTM/g Glucose (Abb. 5, 
Tab. 9). Der Stamm IFO 3293 erreichte eine OD600nm von 7,8 und die höchste 
Zellausbeute mit 0,09 g Biotrockenmasse pro g Glucose. Da der Stamm N44-1 durch 
klassische Mutagenese aus dem Stamm IFO 3293 entstanden ist, können 
genetische Veränderungen im Glucosestoffwechsel zu dem geringen Wachstum des 
Stammes N44-1 führen (Sugisawa et al., 1991a,b). Die Stämme IFO 3293 und N44-1 
setzten die anfänglichen ca. 250 mM Glucose innerhalb von 20 Stunden zu ungefähr 
120 mM Gluconat um. Im weiteren Wachstumsverlauf wurde das gebildete Gluconat 
weiter zu ca. 120 mM 2-KGA und 2,5-DKGA umgesetzt (Abb. 6). Die drei 
G. oxydans-Stämme produzierten sehr geringe Mengen 5-KGA (~8 mM), die im 
weiteren Verlauf der Arbeit nicht mehr dargestellt, aber in die Produktsumme 
einbezogen wurden. Das Wachstum des Stammes N44-1 endete bereits nach ca. 30 
Stunden. Zu diesem Zeitpunkt waren ca. 110 mM Gluconat und ca. 115 mM 
2-KGA/2,5-DKGA entstanden, demnach wurden nur ~15 mM Glucose von den 
Stämmen IFO 3293 und N44-1 für das Wachstum genutzt (Abb. 6). Das Gluconat 
wurde nach Wachstumsstopp zu 2-KGA und dieses zu 2,5-DKGA weiteroxidiert, 
daher nahm die Gluconat-Konzentration weiter ab. Die aus dieser Oxidation 
gewonnene Energie diente dem Zellerhalt (Abb. 5). Die Abnahme der 2-KGA/2,5-
DKGA-Menge nach Wachstumsstopp war eine Folge der Zersetzungsreaktion 
(möglicherweise eine Decarboxylierung) des instabilen 2,5-DKGA, sichtbar an der 
parallel stärker werdenden Braunfärbung des Mediums (Schlegel, 1992; Weenk et 
al., 1984).  

Die Einfachmutante N44-1 mgdh::kan erreichte die höchste optische Dichte von 10,1; 
die Zellausbeute (YX/S) betrug 0,08 g BTM/g Glucose (Tab. 9). Das Wachstum 
endete nach ca. 50-60 Stunden unter Verbrauch von 165 mM Glucose. Die Glucose 
wurde langsam von der Zelle aufgenommen, ohne die Bildung der genannten 
Produkte, und in den intrazellulären Stoffwechsel eingeschleust (Abb. 6). Aus diesen 
Ergebnissen konnte geschlossen werden, dass die Disruption des Gens für die 
mGDH die Produktbildung von Gluconat, 2-KGA und 2,5-DKGA bei Wachstum im 
Schüttelkolben unterbindet und im Vergleich zum Stamm N44-1 zu einem höheren 
Biomasseertrag führt (Tab. 9).  
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Die Glucose wurde von der Einfachmutante nicht vollständig aufgenommen. Ein 
Glucoseanteil ca. 80 mM wurde nach Beenden des Wachstums verbraucht, die 
restliche Glucose verblieb ungenutzt im Medium. Der Verbleib der Glucose und die 
Ursache für die unverbrauchte Glucose sollten im weiteren Verlauf der Arbeit 
untersucht werden. Weitere Optimierungen für eine effiziente Glucoseverstoff-
wechselung des G. oxydans-Stammes N44-1 mgdh::kan waren notwendig.  
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Abb. 5: Wachstum der G. oxydans-Stämme IFO 3293 (�), N44-1 pBBR1MCS4 (�) und 
N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 (�) in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. 

Tab. 9: Wachstumsdaten der G. oxydans-Stämme IFO 3293, N44-1 und N44-1 
mgdh::kan bei Wachstum in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. Abkürzungen: BTM: Bio-
trockenmasse; �max: maximale Wachstumsrate; td: Verdopplungszeit; YX/S: Biomasseaus-
beutekoeffizient 
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Abb. 6: Substratverbrauch und Produktbildung beim Wachstum des G. oxydans-
Stammes N44-1 pBBR1MCS4 (A) und N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 (B) in No.5-
Medium mit 50 g/l Glucose. Glucose (�), Gluconat (�),  2-KGA/2,5-DKGA (�) und 5-
KGA (�) 
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3.2 Optimierung der Biomasseproduktion bei Wachstum auf dem 
Substrat Glucose 

Bei der Optimierung des Wachstums und der Biomassebildung auf dem Substrat 
Glucose wurden der G. oxydans-Stamm N44-1 und N44-1 mgdh::kan verwendet. Da 
die Einfachdisruptante N44-1 mgdh::kan eine signifikant höhere optische Dichte 
erreichte als der Ausgangsstamm N44-1, wurden größere Erfolge bei diesem Stamm 
erwartet. Da über den in dieser Arbeit verwendete G. oxydans-Stamm N44-1 keine 
Sequenzierungsergebnisse zur Verfügung stehen, wurden zur Identifizierung und 
Suche von Genen die Sequenzierungsdaten des G. oxydans-Stammes 621H 
(DSM2343) (Prust et al. 2005) verwendet. Die „offenen Leserahmen“ der Gene 
wurden von Prust et al. (2005) durchnummeriert und beginnen mit den Buchstaben 
„GOX“ für G. oxydans. Diese GOX-Nummern wurden in dieser Arbeit zur 
Kennzeichnung der Gene verwendet. 

3.2.1 Disruption des Gens für die cytosolische Glucose-Dehydrogenase 
und dessen Einfluss auf den Glucosestoffwechsel 

Um zusätzlich zu der Unterbindung der membranabhängigen Gluconat-Bildung die 
intrazelluläre Gluconat-Bildung zu verhindern, da Gluconat das Zellwachstum von 
G. oxydans hemmt (Olijve und Kok, 1979a/b; Pöhland et al., 1993; Hogema et al., 
1997; Peekhaus et al., 1998; Velizarov und Beschkov, 1998; Godjevargova et al., 
2004), wurde die cytosolische Glucose-Dehydrogenase in einem G. oxydans-Stamm 
N44-1 mit disruptiertem mgdh-Gen inaktiviert.  

Die Einfachdisruptante, deren mgdh-Gen (GOX0265) mittels einer Kanamycin-
resistenzkassette disruptiert wurde, lag vor, jedoch wurde für die Stammkonstruktion 
der Doppeldisruptante eine markerfreie Disruption des Gens für die mGDH in dem 
Stamm N44-1 durchgeführt. Ein Grund hierfür war das möglicherweise auftretende 
schlechtere Bakterienwachstum bei der Kultivierung mit zwei oder mehr Antibiotika 
im Medium (Martinez und Baquero, 2002). In der Doppeldisruptante sollten zudem 
weitere Gene überexprimiert werden, wofür Resistenzmarker notwendig waren. 
Zudem standen für G. oxydans N44-1 aufgrund seiner natürlich vorhandenen 
Antibiotika-Resistenzen nur drei Resistenzmarker zur Verfügung.  

Für die markerfreie Disruption wurde die genomische DNA von G. oxydans N44-1 
isoliert und das Gen für die mGDH mittels cross-over PCR und den entsprechenden 
Primerpaaren disruptiert und in den Vektor pK19mobsacB kloniert (Schäfer et al., 
1994; Link et al., 1997) (Anhang, Abb. 27a,b; 31). Die korrekte Gensequenz des 
Vektorkonstrukts pK19mobsacB-�mgdh wurde mittels Sequenzierungsreaktion über-
prüft und in den Stamm N44-1 eingebracht. Mittels Selektivagarplatten und PCR 
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wurden vier Klone als markerfreie mgdh-Disruptanten verifiziert. Im Anschluss sollte 
untersucht werden, ob es Unterschiede z.B. bezüglich des Wachstums zwischen 
dem N44-1-Stamm mit der markerfreien mgdh-Disruption und dem der Kanamycin 
bedingten mgdh-Disruption gab. Hierfür wurden Wachstumskurven mit 50 g/l Glu-
cose durchgeführt mit anschließender HPLC-Analyse zur Untersuchung der Substrat-
umsetzung während der Kultivierung. Der Stamm N44-1 �mgdh mit der markerfreien 
Disruption erreichte annähernd die gleiche optische Dichte (End-OD600nm: 10,7) wie 
der Stamm N44-1 mgdh::kan (End-OD600nm: 10,1) und ließ den gleichen Verlauf des 
Glucoseverbrauchs ohne die Entstehung der Produkte Gluconat, 2-KGA, 2,5-DKGA 
erkennen. Das zeigte, dass sich die Stämme gleich verhielten und die Kanamycin-
resistenzkassette keinen Einfluss auf die Vitalität des Stammes N44-1 hatte. 

Nun sollte in der markerfreien Einfachdisruptante N44-1 �mgdh das Gen für die 
sGDH disruptiert werden. Dafür wurde das sgdh-Gen (GOX2015) durch PCR mit den 
entsprechenden Primern aus G. oxydans N44-1 amplifiziert und in den Vektor pUC18 
kloniert. Der mittlere Bereich des sgdh-Gens wurde entfernt und anstelle dessen eine 
Kanamycinresistenzkassette eingefügt. Mittels Sequenzierung wurde die 
Gensequenz des Vektorkonstrukts pUC18 sgdh::kan verifiziert. Das Konstrukt 
sgdh::kan wurde aus dem Vektor ausgeschnitten und in den mobilisierbaren Vektor 
pSUP202 eingebracht (Anhang, Abb. 28; 32). Die Transformation des Vektors 
pSUP202 sgdh::kan in den Stamm N44-1 �mgdh gelang dann mittels elektrokom-
petenter G. oxydans Zellen, nicht mittels Konjugation. Die genomische DNA der auf 
Kanamycin wachsenden Klone wurde isoliert und mittels PCR bestätigt.  

Um festzustellen, wie sich die Inaktivierung der membrangebundenen und cytosol-
ischen GDH im Stamm N44-1 auswirkt, wurden Wachstumsversuche mit der Stamm 
N44-1 �mgdh sgdh::kan auf 50 g/l Glucose mit anschließender Substrat- und Pro-
duktanalyse durchgeführt und mit den bekannten Daten der Stämmen N44-1 und 
N44-1 mgdh::kan verglichen. Der Doppeldisruptionsstamm N44-1 �mgdh sgdh::kan
erreichte beim Wachstum auf Glucose, im Vergleich zum Ausgangsstamm N44-1 
und der Einfachdisruptante N44-1 mgdh::kan, die höchste optische Dichte (End-
OD600nm: 13,0) und bildete am meisten Biotrockenmasse (3,0 g/l), was somit zu der 
höchsten Zellausbeute (YX/S) mit 0,10 g BTM pro g Glucose führte (Abb. 7 und Tab. 
9). Die Glucose konnte intrazellulär vermutlich noch über die Glucose-Kinase 
umgesetzt werden, was zu einer effektiveren Glucoseverwertung führte, sichtbar 
anhand der höheren Zellausbeute im Vergleich zur Einfachmutante (Tab. 9). Die 
Nutzung der Glucose zur Biomasseproduktion wurde ebenfalls durch die HPLC-
Analyse, die der genauen Überprüfung des Glucoseverbrauchs und der Produkt-
entstehung diente, bestätigt. Die Doppelmutante produzierte, ebenso wie die Ein-
fachmutante, keine Glucose-Oxidationsprodukte wie Gluconat, 2-KGA und 2,5-DKGA 
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(Abb. 8). Die Glucose wurde jedoch auch so langsam aufgenommen wie bei der 
Einfachmutante. Bei Wachstumsstopp nach ca. 60 Stunden waren noch ungefähr 
100 mM Glucose übrig. Da Faktoren wie fehlende Nährstoffe oder ein suboptimaler 
pH-Wert als limitierende Wachstumsfaktoren nicht in Frage kamen, da sie bereits 
überprüft wurden, war anzunehmen, dass andere Faktoren das Wachstum von 
G. oxydans vorzeitig beendeten. So konnten die Autoren Snoep et al. (1994) das 
geringe Wachstum auf Glucose einer E. coli-Mutante, deren Glucoseaufnahme- und 
Phosphorylierungssystem gehemmt war, durch Expression der Gene für die 
Glucose-Kinase und den Glucose-Fascilitator von Z. mobilis, in der E. coli-Mutanten 
wieder erhöhen. Daher wurde vermutet, dass eine unzureichende Glucose-Zufuhr in 
die Zelle oder eine zu langsame intrazelluläre Phosphorylierung der Glucose zum 
Wachstumsstopp von G. oxydans führten. Zur Klärung sollte der Glucose-Transport 
in die Zelle verstärkt und das Gen für die Glucose-Kinase überexprimiert werden.  
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Abb. 7: Wachstum des G. oxydans-Stammes N44-1 pBBR1MCS4 (�), N44-1 mgdh::kan 
pBBR1MCS4 (�) und N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 (�) in No.5-Medium mit 
50 g/l Glucose. 

Tab. 9: Wachstumsdaten des G. oxydans-Stammes N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1-
MCS4 bei Wachstum in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. Abkürzungen: BTM: Biotrocken-
masse; �max: maximale Wachstumsrate; td: Verdopplungszeit; YX/S: Biomasseausbeuteko-
effizient
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Abb. 8: Substratverbrauch und Produktbildung beim Wachstum des G. oxydans-
Stammes N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. 
Glucose (�), Gluconat (�) und 2-KGA/2,5-DKGA (�). 

3.2.2 Überexpression des Gens für die Glucose-Kinase und dessen 
Einfluss auf den Glucosestoffwechsel 

Die Glucose-Kinase katalysiert intrazellulär die Phosphorylierung von Glucose zu 
Glucose-6-phosphat mit Hilfe von ATP. Um die intrazelluläre Umsetzung von 
Glucose zu beschleunigen und dadurch die Menge an in den Zentralstoffwechsel 
gelangende phosphorylierte Glucose zu steigern, sollte das Gen für die Glucose-
Kinase (GK) überexprimiert werden. G. oxydans verfügt über zwei Gene, die beide 
für eine Glucose-Kinase kodieren. Mittels PCR und den entsprechenden Primern 
wurde das Gen für die Glucose-Kinase I (GOX1182: putative Glucose-Kinase) und 
Glucose-Kinase II (GOX2419) aus der genomischen DNA von G. oxydans N44-1 
amplifiziert und über Restriktionsschnittstellen in den Vektor pBBR1MCS (Kovach et 
al., 1995) eingebracht. Die Plasmide pBBR1MCS2-gkI und pBBR1MCS4-gkII wurden 
sequenziert und nach Bestätigung des richtigen Konstruktes aus E. coli mittels 
Elektroporation in den G. oxydans-Stamm N44-1 eingebracht. Es wurden 2 GKII- und 
3 GKI-Überproduzenten konstruiert. Die Überexpression wurde mittels SDS-Gel und 
die funktionelle Expression durch einen Aktivitätstest ermittelt. Da die GK möglicher-
weise ein Substrat-induziertes Enzym ist, wurden die Vor- und Hauptkulturen der GK-
Überproduzenten und des Kontrollstammes N44-1 mit 50 g/l Glucose als Substrat 
angezogen. 

Auf einem SDS-Gel konnte die Überproduktion der GKI nachgewiesen werden 
(Daten nicht gezeigt); allerdings zeigte ein GKI-Aktivitätstest keine Erhöhung der 
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spezifische Aktivität der GKI in den drei konstruierten Stämme N44-1 pBBR1MCS2-
gkI im Vergleich zum Stamm N44-1. Die GKI-Aktivität betrug im Stamm N44-1 und in 
den drei Stämmen N44-1 pBBR1MCS2-gkI ~0,45 U/mg Protein. 

Die Überproduktion der GKII ließ sich im Rohextrakt von G. oxydans N44-1 pBBR1-
MCS4-gkII anhand einer 32,6 kDa-Bande im SDS-Gel nachweisen (Abb. 9). Das an-
hand der Aminosäuresequenz berechnet Molekulargewicht für die GKII von 32,6 kDa 
(Prust et al., 2005) stimmte mit dem aus dem SDS-Gel ermittelten Molekulargewicht 
überein. Ein Aktivitätstest zeigte zudem eine höhere spezifische GKII-Aktivität in den 
beiden GKII-Überproduzenten im Vergleich zum Stamm N44-1 (Tab. 10).  

Abb. 9: Mit „PageBlueTM Protein Staining Solution“ gefärbtes SDS-Gel eines GKII-
Überproduzenten (G. oxydans N44-1 pBBR1MCS4-gkII) im Vergleich zum 
Ausgangsstamm (G. oxydans N44-1). Als Molekulargewichtsstandard wurde der 
„Prestained Protein Marker“ verwendet. 10 �g Gesamtprotein wurde pro Spur von den 
Proteinrohextraktproben aufgetragen. Die dritte Spur zeigt den GKII-Überproduzenten-
Stamm. 

 GKII (32,6 kDa)

83 kDa 

175 kDa 

62 kDa 

47 kDa 

32,5 kDa 

Marker N44-1 N44-1- 
gkII
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Tab. 10: Spezifische Enzymaktivitäten der Glucose-Kinase II in verschiedenen 
G. oxydans-Stämmen. 

G. oxydans-Stamm Glucose-Kinase II-Aktivität [U/mg Protein]

N44-1 0,46 ± 0,02 

N44-1 pBBR1MCS4 0,51 ± 0,01 

N44-1 pBBR1MCS4-gkII; Klon 1 0.58 ± 0,02 

N44-1 pBBR1MCS4-gkII; Klon 2 0.67 ± 0,01 

Die spezifische Aktivität der GKII im Ausgangsstamm N44-1 betrug ca. 0,46 U/mg 
Protein. Die Aktivität konnte durch die Überproduktion nur 1,5-fach, auf max. 0,67 
U/mg Protein gesteigert werden (Tab. 10). Um festzustellen, wie die Überexpression 
des gkII-Gens das Wachstum der Stämme beeinflusst, wurden die GKII-
Überproduzenten und der Kontrollstamm mit 50 g/l Glucose kultiviert. Die Mutanten 
erreichten nur eine optische Dichte von 2,7 (Klon 1) und 2,1 (Klon 2) im Vergleich 
zum Ausgangsstamm, der auf eine optische Dichte von 3,7 wuchs (Abb. 10).  
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Abb. 10: Wachstum des G. oxydans-Stammes N44-1 pBBR1MCS4-gkII (Klon 1) (�), 
N44-1 pBBR1MCS4-gkII (Klon 2) (�) und N44-1 pBBR1MCS4 (�) in No.5-Medium mit 
50 g/l Glucose. 
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Der G. oxydans-Stamm N44-1 pBBR1MCS4 oxidierte die Glucose über das mem-
brangebundene Enzymsystem schnell zu den Oxidationsprodukten und nahm nur 
eine geringe Menge an Glucose in die Zelle auf. Daher stand für die GKII vermutlich 
zu wenig Glucose zur Verfügung, so dass folglich die Überproduktion keinen po-
sitiven Wachstumseinfluss erkennen ließ. Das geringere Wachstum der Mutanten im 
Vergleich zum Ausgangsstamm N44-1 zeigte, dass sich die Überexpression des gkII-
Gens negativ auf das Wachstum von G. oxydans N44-1 auswirkte. Das konnte an 
dem zusätzlichen Energieaufwand für die vermehrte Expression des gkII-Gens liegen 
oder an bisher unbekannten Auswirkungen des Gens auf den Stoffwechsel von 
G. oxydans (Mülhardt, 2006).  

In dem Stamm N44-1 mgdh::kan sollte genügend Glucose in die Zelle gelangen; des-
wegen wurde das Plasmid mit dem Gen für die GKII in den Stamm N44-1 mgdh::kan
eingebracht. Mit dem neu konstruierten Stamm wurden ein Aktivitätstest und ein 
Kultivierungsversuch durchgeführt um festzustellen, wie sich die Überexpression des 
gkII-Gens in der Einfachmutante auswirkt. Die Aktivität der GKII in der Einfach-
mutante war mit ~0,73 U/mg Protein 1,6-fach höher als im Ausgangsstamm (Tab. 
11). Durch die Inaktivierung der mGDH nahm die Einfachmutante vermehrt Glucose 
in die Zelle auf. Dadurch wurde das Gen für die GKII induziert, größere Mengen an 
aktivem Protein wurden gebildet, wodurch die GKII-Aktivität in der Einfachmutante 
höher war als im Ausgangstamm. Die spezifische GKII-Aktivität konnte durch die 
Überproduktion 1,6-fach gesteigert werden auf 0,21 U/mg Protein (Tab. 11). Die 
Wachstumsversuche mit 50 g/l Glucose zeigten jedoch, dass die drei Mutanten im 
Vergleich zum Stamm N44-1 mgdh::kan auf eine geringere optische Dichte von 8,6 
(Klon 1), 9,5 (Klon 2) und 8,8 (Klon 3) wuchsen (Abb. 11), so dass die 
Überexpression des gkII-Gens zu keinem höheren Wachstum von G. oxydans führte. 

Tab. 11: Spezifische Enzymaktivitäten der Glucose-Kinase II in verschiedenen 
G. oxydans-Stämmen. 

G. oxydans-Stamm Glucose-Kinase II-Aktivität [U/mg Protein]

N44-1 mgdh::kan 0,73 ±0,02 

N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 0.80 ± 0,02 

N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII ; Klon 1 1,08 ± 0,04 

N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII ; Klon 2 1.20 ± 0,03 

N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII ; Klon 3 1.21 ± 0,04 
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Abb. 11: Wachstum der G. oxydans-Stämme N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII
(Klon 1) (�), N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII (Klon 2) (�), N44-1 mgdh::kan pBBR1-
MCS4-gkII (Klon 3) (�) und N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 (�) in No.5-Medium mit 50 g/l 
Glucose. 

Die Steigerung der Enzymaktivität der GKII in den Stämmen N44-1 pBBR1MCS4-gkII
und N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-gkII war sehr gering. Eine Erhöhung der 
spezifischen Aktivität der GKI in den Stämmen N44-1 pBBR1MCS2-gkI wurde nicht 
festgestellt. Der Grund für keine oder eine schwache Steigerung der GK-Aktivität war 
die geringe Expression der gk-Gene (Abb. 9). Bisher war der schwache lacZ-
Promotor des pBBR1MCS Vektors verwendet worden. Zur Erhöhung der Expression 
sollte die Glucose-Kinase unter Kontrolle des starken G. oxydans tufB-Promotors 
gestellt werden (Bremus, 2006; Merfort, 2006; Schleyer et al., 2008).  

3.2.3 Überexpression des Gens für die Glucose-Kinase in der 
Doppeldisruptante und dessen Einfluss auf den Glucosestoffwechsel 

Bisherige Experimente zeigten, dass die Inaktivierung der mGDH und sGDH in dem 
G. oxydans Stamm N44-1 zu einem höheren Biomasseertrag führte, dass jedoch die 
Glucose nicht vollständig verbraucht wurde. Zur besseren Glucoseverwertung sollte  
die intrazelluläre Phosphorylierung der Glucose gesteigert werden. Das bereits 
überexprimierte Gen für die Glucose-Kinase I wurde verwendet; die Proteinbildung 
wurde bereits mittels SDS-Gel überprüft (3.2.2). Zur Erhöhung der GKI-Aktivität 
wurde das gkI-Gen hinter den starken G. oxydans tufB-Promotor des Plasmids 
pEXGOXA kloniert (Schleyer et al., 2008; Anhang, Abb. 30). Danach erfolgte die 
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Transformation des Plasmidkonstrukts in die Doppeldisruptante. Zunächst wurde die 
GKI-Enzymaktivität in den zwei Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI und 
in den Vergleichsstämme N44-1 �mgdh sgdh::kan und N44-1 �mgdh sgdh::kan
pEXGOXA gemessen. 

Tab. 12: Spezifische Enzymaktivitäten der Glucose-Kinase I in verschiedenen 
G. oxydans-Stämmen 

G. oxydans-Stamm Glucose-Kinase I-Aktivität [U/mg Protein]

N44-1 Δmgdh sgdh::kan 0,06 ± 0,01 

N44-1 Δmgdh sgdh::kan pEXGOXA 0,05 ± 0,01 

N44-1 Δmgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI; Klon 1 0.25 ± 0,03 

N44-1 Δmgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI; Klon 2 0.29 ± 0,03 

Die Aktivität der Glucose-Kinase in der Doppeldisruptante war mit 0,06 Units/mg 
Protein gering (Tab. 12). Die GKI-Aktivität der Überproduzenten betrug maximal 
0,29 U/mg Protein. Die spezifische Aktivität der GKI konnte demnach um ein 
5-faches gesteigert werden. Es blieb jedoch fraglich, warum die Aktivität der Glu-
cose-Kinase im Stamm N44-1 höher war als in der Doppeldisruptante. Durch die 
Inaktivierung der mGDH und sGDH sollte die Aktivität der GK unverändert bleiben 
oder leicht höher sein, da in der Zelle mehr Glucose zur Verfügung steht. Die Aktivität 
der GKI und GKII ließen sich im GK-Enzymtest in G. oxydans-Rohextrakten nicht 
voneinander unterscheiden.  

Zur Überprüfung, ob die GKI-Überproduzenten die Glucose schneller umsetzen und 
dadurch schneller wachsen, wurden die drei Mutanten und der Vergleichsstamm mit 
50 g/l Glucose kultiviert; Proben wurden zu verschiedenen Zeiten auf Substrat-
verbrauch und Produktbildung untersucht. 
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Abb. 12: Wachstum des G. oxydans-Stammes N44-1 �mgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI
(Klon 1) (�), N44-1 �mgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI (Klon 2) (�) und N44-1 �mgdh
sgdh::kan pEXGOXA (�) in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. 

Die beiden Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pEXGOXA-gkI erreichten nur eine 
geringfügig höhere optische Dichte von ca. 13,8 im Vergleich zum Leerplasmid-
stamm N44-1 �mgdh sgdh::kan pEXGOXA (End-OD600nm: 12,9) (Abb. 12). Die 
HPLC-Analyse zeigte, dass die GKI-Überproduzenten die Glucose nicht schneller 
aufnahmen als der Leerplasmidstamm und die GKI-Mutanten wie auch der Leer-
plasmidstamm ihr Wachstum beendeten, obwohl noch ca. 100 mM Glucose im Me-
dium vorhanden waren. Insgesamt führte die GKI-Überexpression in der Doppeldis-
ruptante nicht zu einer effektiveren Glucoseverwertung und damit zu keiner Er-
höhung der Zellausbeute.  

3.2.4 Überexpression des Gens für die Glucose-Permease und dessen 
Einfluss auf den Glucosestoffwechsel 

Über die putative Glucose-Permease (csbC) von G. oxydans wird Glucose von der 
Zelle aufgenommen (Prust et al., 2005). Um die Glucoseaufnahme in die Zelle zu 
verbessern und dadurch möglicherweise ein schnelleres und höheres Wachstum von 
G. oxydans zu erreichen, sollte das Gen für die Glucose-Permease von G. oxydans
N44-1 überexprimiert und hierzu hinter den lacZ-Promotor in den Vektor 
pBBR1MCS4 kloniert werden. Das hergestellte Vektorkonstrukt pBBR1MCS4-csbC
wurde in die Stämme N44-1 und N44-1 mgdh::kan eingebracht. Nach Auftrennung 
des Gesamtproteinrohextraktes der CsbC-Überproduzenten auf einem SDS-Gel zur 
Bestätigung der Proteinexpression war bei allen Überproduzenten eine prominente 
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Bande von 53 kDa zu erkennen. Das aus der Aminosäuresequenz abgeleitete 
Molekulargewicht des CsbC-Proteins betrug ebenfalls 53 kDa (Prust et al., 2005). Es 
erfolgte die Charakterisierung der drei konstruierten N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4-
csbC Stämme, da sich die Auswirkungen der Überexpression des csbC-Gens in dem 
Stamm N44-1 mgdh::kan deutlicher zeigen werden als in dem Stamm N44-1, der 
kaum Glucose in die Zelle aufnimmt (3.1). Die Wachstumsversuche mit 50 g/l 
Glucose zeigten keine erhöhte Wachstumsrate oder höhere End-OD der CsbC-
Überproduzenten (End-OD600nm: 8,8) im Vergleich zum Kontrollstamm N44-
1 mgdh::kan pBBR1MCS4 (End-OD600nm: 10,1). Zudem wurden der 
Substratverbrauch und die Produktbildung mittels HPLC bestimmt. Die Mutanten 
zeigten annähernd den gleichen Verlauf des Glucoseabbaus wie der Kontrollstamm; 
die Glucoseaufnahme war nicht erhöht, Nebenprodukte wie Gluconat, 2-KGA und 
2,5-DKGA wurden erwartungsgemäß nicht gebildet. Die Überexpression des Gens 
für die Glucose-Permease wirkte sich möglicherweise nicht positiv auf das Wachstum 
oder die Glucoseaufnahme aus, da das csbC-Gen nicht für eine Glucose-Permease 
kodiert. Die Funktionalität des CsbC-Proteins als Glucose-Permease wurde 
experimentell noch nicht bewiesen, sondern wurde anhand von 
Sequenzähnlichkeiten zu bekannten G. oxydans-Permeasen, wie z.B. der Gluconat-
Permease abgeleitet.  

3.2.5 Expression des Gens für den Glucose-Fascilitator von Z. mobilis in 
der Doppeldisruptante und dessen Einfluss auf den Glucose-
stoffwechsel 

Der Stamm G. oxydans N44-1 �mgdh sgdh::kan erreichte eine höhere optische 
Dichte als der Ausgangsstamm N44-1, allerdings endete das Zellwachstum, trotz 
36% Restglucose im Medium. Die Ursache konnte eine limitierte Glucoseaufnahme 
in Verbindung eines während der Kultivierung entstehenden zu geringen 
Glucosegradienten über die Membran sein (Meins et al., 1988; Nicholls und 
Ferguson, 2001). Zur effizienten Steigerung der Aufnahmegeschwindigkeit von 
Glucose in die Zelle sollte deswegen (anstelle des bereits verwendeten putativen 
Gens für die Glucose-Permease) das Gen für den Glucose-Fascilitator (glf) von 
Z. mobilis in G. oxydans �mgdh sgdh::kan exprimiert werden. Z. mobilis ist ein 
Ethanol produzierendes Bakterium (Arcuri et al., 1982; Zajic et al., 1982; Bringer-
Meyer und Sahm, 1987), das Glucose ohne Phosphorylierung durch erleichterte 
Diffusion mittels des Glucose-Fascilitators (GLF) aufnehmen kann (Km-Wert für 
Glucose, 4,1 mM; Vmax bei 15°C, 75 nmol/min/mg TG; Weisser et al., 1995) (DiMarco 
und Romano, 1985). Nachweislich wird das glf-Gen auch in E. coli  funktionell 
exprimiert (Snoep et al., 1994; Parker et al., 1995; Weisser et al., 1995). Der 
Glucose-Fascilitator lag in dem E. coli-Expressionsvektor pZY507 vor, der über eine 
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Chloramphenicolresistenzkassette verfügt (Weisser et al., 1995). Da der Stamm 
G. oxydans N44-1, sowie die konstruierten Mutante N44-1 �mgdh sgdh::kan
resistent, gegenüber Chloramphenicol sind und der Replikationsursprung P15A von 
pZY507 wahrscheinlich in G. oxydans, wie in C. glutamicum und B. megaterium
(Bäumchen, 2007), nicht erkannt würde, wurde das Gen für den Glucose-Fascilitator 
durch Restriktion und anschließende Ligation in den G. oxydans-Expressionsvektor 
pBBR1MCS4 umkloniert und nach Bestätigung der fehlerfreien Sequenz durch 
Sequenzierung in den Stamm N44-1 �mgdh sgdh::kan transformiert. Im Anschluss 
daran sollten Wachstumsversuche die Auswirkung der Expression auf die 
Glucoseverstoffwechselung verdeutlichen. Die Kultivierung der drei hergestellten 
G. oxydans-Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf mit 50 g/l Glucose bei 
gleichzeitiger Substrat- und Produktanalyse zeigte kein verändertes Wachstum, 
weder in bezug auf die erreichte End-OD (End-OD600nm: 13,0) noch auf die 
Wachstumsgeschwindigkeit (Abb. 13) und keinen veränderten Glucoseverbrauch im 
Vergleich zum Leerplasmidstamm N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4.  
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Abb. 13: Wachstum der G. oxydans-Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf  
(Klon 1) (�), N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf (Klon 2) (�), N44-1 �mgdh::kan
pBBR1MCS4-glf (Klon 3) (�) und N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 (�) in No.5-
Medium mit 50 g/l Glucose. 

Um festzustellen, ob das Wachstum der Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1-
MCS4-glf aufgrund eines abnehmenden Glucosegradienten über die Membran 
endete, wurden die Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf erneut mit 50 
g/l Glucose kultiviert. Bei Wachstumsstopp wurden 8% Glucose ins Medium ge-
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geben. Dadurch wurde der für die Aufnahme von Glucose über den Glucose-
Fascilitator erforderliche Glucosegradient wieder hergestellt. Die G. oxydans-Stämme 
nahmen ihr Wachstum nach der Glucosezugabe jedoch nicht wieder auf (Daten nicht 
gezeigt). Die Analyse des Glucoseverbrauchs mittels HPLC zeigte, dass die zu-
dosierte Glucose nicht von den G. oxydans-Stämmen verbraucht wurde (Daten nicht 
gezeigt). Ein fehlender Glucosegradient über die Membran war demnach nicht die 
Ursache für den Wachstumsstopp der Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1-
MCS4-glf bei Restglucose im Medium. 

Da die Expression des Gens für den Glucose-Fascilitator in der Doppeldisruptante 
nicht zu einer Steigerung des Bakterienwachstums führte, sollte mittels quantitativer 
Real-Time PCR überprüft werden, ob und in welcher Menge das Gen für den 
Glucose-Fascilitator transkribiert wird. Zunächst wurde die RNA aus den drei
G. oxydans-Stämmen N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf und dem Leerplas-
midstamm N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 isoliert, und im Anschluss daran 
wurde aus der mRNA cDNA synthetisiert (Omniscript RT Kit; Qiagen, Hilden). Als 
Negativ-Kontrollen diente ein Ansatz, der keine mRNA enthielt, in dem anderen 
Ansatz fehlte das Enzym „RTase“, und ein Ansatz enthielt die mRNA des Leerplas-
midstammes anstelle der glf-mRNA. Als Positiv-Kontrolle wurde die mRNA des Gens 
für die Glucose-6-Phosphat-Dehydrogenase (g-6-pdh) gewählt; das g-6-pdh-Gen 
wird konstitutiv exprimiert. Um bei der quantitativen RT-PCR die PCR-Produkte über 
die Schmelzkurvenanalyse zu identifizieren, hatten die glf- und g-6-pdh-cDNA 
inklusive Primer die gleiche Fragmentlänge von 150 bp. Anstelle einer quantitativen 
Real-Time PCR wurde zunächst eine „normale“ Kontroll-PCR mit der Taq-DNA-Poly-
merase durchgeführt um zu überprüfen, ob die RNA-Probe möglicherweise zuviel 
DNA enthielt, da in diesem Falle die Negativ-Kontrollen falsch positive Banden 
zeigen würden. 
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Abb. 14: Agarosegel zum Transkriptnachweis des glf-Gens. Als Größenmarker wurde 
die „100 bp DNA-Leiter“ aufgetragen. Abkürzungen: NK, Negativ Kontrolle; cDNA glf, 
komplementäre DNA bzw. Transkript des Gens für den Glucose-Fascilitator; Kl., Klon; cDNA 
g-6-pdh, komplementäre DNA bzw. Transkript des Gens für die Glucose-6-Phosphat-
Dehydrogenase. 

Ein 150 bp PCR-Produkt ließ sich nur bei der Positiv-Kontrolle (g-6-pdh-cDNA) 
nachweisen (Abb. 14); das Transkript der G-6-PDH wurde demnach gebildet. Die 
cDNA-Proben der Stämme N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4-glf zeigten keine 
PCR-Produkte (Daten von Klon 3 nicht gezeigt), das glf-Gen wurde nicht trans-
kribiert. Als diffuse Bande, unterhalb der 100 bp Marker-Bande war der Überschuss 
an nicht eingebauten Primern zu erkennen. Die Negativ-Kontrollen zeigten keine 
Banden, eine Verunreinigung der Proben mit DNA konnte demnach ausgeschlossen 
werden. Die cDNA-Probe des Leerplasmidstammes war negativ, der Leerplasmid-
stamm stellte wie erwartet kein glf-Transkript her. Um sicher zu gehen, dass kein glf-
Transkript entstand, wurde der Versuch mit demselben Ergebnis wiederholt, daher 
wurde keine quantitative Real-Time PCR durchgeführt. Allerdings wurde überprüft, 
warum es nicht zur Bildung des glf-Transkripts gekommen war. Die Möglichkeiten, 
dass ein Frameshift, ein zufällig eingefügtes Stopp-Codon oder ein fehlerhafter oder 
falsch orientierter tac-Promotor für die fehlende Transkript-Bildung verantwortlich 



Ergebnisse 62

waren (Mülhardt, 2006), trafen nicht zu. Das glf-Gen befand sich zudem in der 
richtigen Orientierung im Vektor, so dass es korrekt abgelesen werden konnte.  

3.2.6 Sorbitumsetzung der G. oxydans-Stämme IFO 3293, N44-1, 
N44-1mgdh::kan und N44-1 �mgdh sgdh::kan  

Es ist bekannt, dass einige der membrangebundenen Dehydrogenasen von 
G. oxydans in der Lage sind, mehr als ein Substrat zu oxidieren. Als Beispiel sei die 
Glycerin/Sorbit-Dehydrogenase (GOX854-855) genannt, die auch als Polyol-De-
hydrogenase (Shinjoh et al., 2002b) bezeichnet wird und viele Substrate wie z.B.  D-
Sorbit, D-Gluconat, D-Glycerin umsetzt (Shinagawa et al., 1999; Sugisawa und 
Hoshino, 2002; Matsushita et al., 2003; Salusjarvi et al., 2004). Daher war es 
denkbar, dass durch die Inaktivierung der mGDH industriell wichtige Produktions-
substrate wie z.B. Sorbit in dem Disruptionsstamm nicht mehr oder unzureichend 
über das membrangebundene Enzymsystem umgesetzt werden. Dieser Einfluss war 
im Hinblick auf die Produktausbeute biotechnologisch wichtiger Substanzen (z.B. 
Vitamin C) nicht erwünscht. Daher wurden die Stämme IFO 3293, N44-1 sowie die 
Einfach- und die Doppeldisruptante in No.5-Medium mit 50 g/l Sorbit kultiviert. Sorbit 
diente der 2-KGLA-Produktion, einer Vorstufe von Vitamin C. Die Stämme erreichten 
alle eine optische Dichte von 8-10 und bildeten, ausgehend von Sorbit, über Sorbose 
und Sorboson ca. 100 mM 2-KGLA (Abb. 15). Der restliche Anteil des umgesetzten 
Sorbits diente bei den Stämmen IFO 3293 und N44-1 sowie den Mutanten dem 
Zellwachstum. Das bedeutete, dass die Sorbitoxidation mittels membrangebundener 
Dehydrogenasen durch die Inaktivierung der mGDH nicht beeinflusst wurde. Zudem 
wurde für die Oxidation von Sorbit zu Sorbose das Vorkommen vier verschiedener 
Enzyme beschrieben (Asai, 1968; Matsushita et al., 2003), von denen drei membran-
gebunden sind (Shinagawa et al., 1982). Die Sorbitoxidation konnte demnach über 
mehrere Enzyme erfolgen. Zusätzlich wurde nachgewiesen, dass G. suboxydans
eine mGDH besitzt, die nur Glucose umsetzt (Ameyama et al., 1981a), was laut 
Genomsequenzierung ebenfalls für G. oxydans zutrifft (Prust et al., 2005). Sorbit ist 
somit kein Substrat für die mGDH.  



Ergebnisse 63

0

50

100

150

200

250

300

0 20 40 60 80 100 120 140 160 180
Zeit [h]

K
on

ze
nt

ra
tio

n 
[m

M
]

0

50

100

150

200

250

300

0 20 40 60 80 100 120 140 160 180
Zeit [h]

K
on

ze
nt

ra
tio

n 
[m

M
]

Abb. 15: Sorbitumsetzung beim Wachstum der G. oxydans-Stämme N44-1 mgdh::kan
pBBR1MCS4 A) und N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 B) in No.5-Medium mit 50 
g/l Sorbit. Sorbit (�),Sorbose (�),  Sorboson (�) und 2-KGLA (x)

3.2.7 Auswirkungen der Überexpression der Enzyme Phosphoglucose-
Isomerase und Transaldolase auf den Glucosestoffwechsel der 
Doppeldisruptante 

Der Pentosephosphat-Weg ist in G. oxydans der vorwiegend genutzte Weg der 
Zuckerverstoffwechselung (De Ley und Swings; 1984; Asai, 1968) und als solcher für 
die Glucoseumsetzung von Interesse. Insbesondere die Phosphoglucose-Isomerase, 
die in G. oxydans mit der Transaldolase, einem weiteren Enzym des PPW, als 
bifunktionales Protein gebildet wird (GOX1704) (Sugiyama et al., 2003; Prust, 2005), 
zeigte Einfluss auf die Biomasse- und CO2-Bildung des Bakteriums (Bremus, 2006). 
So konnte Bremus (2006) nachweisen, dass die PGI/TAL-Überproduktion in 
G. oxydans bei Wachstum auf dem Substrat Sorbit zu einer gesteigerten Biomasse-

A)

B)
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produktion bei gleichzeitiger Erhöhung der CO2-Bildung führte, was auf eine 
gesteigerte Leistung des PPW zurückzuführen war (Sugiyama et al., 2003; Bremus, 
2006). Hingegen führte die Kultivierung des PGI/TAL-Überproduktion-Stammes 
G. oxydans N44-1 pgi/tal-fw auf Glucose nur zu einer sehr geringen Wachstums-
steigerung (Bremus, 2006). Um zu sehen, welchen Einfluß die PGI/TAL-Über-
produktion in der Doppeldisruptante N44-1 �mgdh sghd::kan hatte, wurde das Gens 
für die PGI und TAL im Stamm N44-1 �mgdh sghd::kan überexprimiert. Zudem 
wurde die PGI- oder TAL-Aktivität in der Doppeldisruptante gesteigert, um die 
Auswirkungen der Überexpression nur eines Gens festzustellen. Das überexprimierte 
Gen für die Phosphoglucose-Isomerase (pgi) und Transaldolase (tal), das zur 
Steigerung der Genexpression unter Kontrolle des starken G. oxydans tufB-Promotor 
gestellt worden war, wurde aus dem Vektor pBBR1MCS2, der eine Kanamycin-
resistenzkassette besaß und deswegen für die Doppeldisruptante nicht verwendet 
werden konnte, in den Vektor pBBR1MCS5 umkloniert, der über eine Gentamycin-
resistenzkassette verfügte. Der G. oxydans-Stamm N44-1 �mgdh sgdh::kan wurde 
erfolgreich mit dem Plasmid pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw transformiert und im 
Anschluss sequenziert.  

Um selektiv die Enzymaktivität des pgi- oder tal-Gens auszuschalten, wurden durch 
gezielten Nucleotidaustausch Mutationen in die DNA eingefügt. Nach Protein-
expression sollten die Mutationen in der DNA durch Austausch einzelner Amino-
säuren im aktiven Zentrum des PGI- oder TAL-Proteins zur Synthese eines inaktiven 
Enzyms geführt haben. Zunächst wurden je 2 Nucleotide im pgi- bzw. tal-Gen mittels 
Site-directed-Mutagenese ausgetauscht. Die veränderten Genkonstrukte wurden in 
den Vektor pBBR1MCS5 umkloniert. Nach Verifizierung der Sequenz wurden die 
Plasmide in den Stamm N44-1 �mgdh sgdh::kan eingebracht. Es wurden zwei PGI-
Überproduzenten (G. oxydans N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
N57A und K153A) und zwei TAL-Überproduzenten (G. oxydans N44-1 �mgdh 
sghd::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw T531A/E533A und R589A) konstruiert 
(Tab. 3). Um zu überprüfen, wie sich die Überexpression des pgi/tal-Gens bzw. die 
Aktivitätsausschaltung der PGI/TAL in der Doppeldisruptante auswirkt, wurden Ak-
tivitätsmessungen, Kultivierungen im Schüttelkolben auf Glucosemedium und  eine 
Analyse der Produkte und Substrate mittels HPLC durchgeführt. 
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Tab. 13: Spezifische Enzymaktivität der Phosphoglucose-Isomerase und/oder Trans-
aldolase in verschiedenen G. oxydans-Stämmen. Als Leerplasmidkontrolle diente der 
G. oxydans-Stamm N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5.

1,03 +/- 0,22 2,15 +/- 0,02 TAL-Überproduzent 2

1,16 +/- 0,18 2,48 +/- 0,07 TAL-Überproduzent 1

0,32 +/- 0,02 6,69 +/- 0,78 PGI-Überproduzent 2

0,28 +/- 0,03 6,32 +/- 0,81 PGI-Überproduzent 1

1,15 +/- 0,21 6,53 +/- 1,21 PGI/TAL-Überproduzent

0,31 +/- 0,01 2,57 +/- 0,01 Leerplasmidkontrolle

TAL-Aktivität
[U/mg Protein]

PGI-Aktivität
[U/mg Protein]G. oxydans-Stamm

1,03 +/- 0,22 2,15 +/- 0,02 TAL-Überproduzent 2

1,16 +/- 0,18 2,48 +/- 0,07 TAL-Überproduzent 1

0,32 +/- 0,02 6,69 +/- 0,78 PGI-Überproduzent 2

0,28 +/- 0,03 6,32 +/- 0,81 PGI-Überproduzent 1

1,15 +/- 0,21 6,53 +/- 1,21 PGI/TAL-Überproduzent

0,31 +/- 0,01 2,57 +/- 0,01 Leerplasmidkontrolle

TAL-Aktivität
[U/mg Protein]

PGI-Aktivität
[U/mg Protein]G. oxydans-Stamm

Die spezifische „Grund“-Aktiviät der Phosphoglucose-Isomerase in der Doppel-
disruptante war mit 2,57 U/mg Protein ca. 9-fach höher als die spezifische Aktivität 
der Transaldolase (0,31 U/mg Protein) (Tab. 13). Die PGI-Aktivität konnte durch die 
Überexpression erfolgreich um das 3-fache erhöht werden (PGI-Überproduzent 2: 
6,69 U/mg Protein). Die TAL-Aktivität wurde um das 4-fache gesteigert (TAL-Über-
produzent 1: 1,16 U/mg Protein). Die gemessenen Enzymaktivitäten stimmen mit den 
von C. Bremus (2006) ermittelten Werten überein. 

Die im Anschluss durchgeführten Wachstumsversuche auf 50 g/l Glucose zeigten ein 
gering höheres Wachstum des PGI/TAL-Überproduzenten (N44-1 �mgdh sghd::kan 
pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw) auf eine optische Dichte von 14,5 im Vergleich zum 
Leerplasmidstamm N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5 (End-OD600nm: 13,1) und 
den PGI- oder TAL-Überproduzenten (End-OD600nm: 13,6)  (Abb. 16). 
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Abb. 16: Wachstum der G. oxydans-Stämme N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5-
tufB-pgi/tal-fw (×), N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw K153A (PGI-
Überproduzent 1) (�), N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw R589A 
(TAL-Überproduzent 2) (�) und N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5 (�) in No.5-
Medium mit 50 g/l Glucose. 

Wachstumsversuche von Bremus (2006) mit dem Stamm N44-1 zeigten ebenfalls 
eine geringfügige Erhöhung der optischen Dichte durch die PGI/TAL-Überproduktion. 
Gründe für die nur geringe Wachstumssteigerung waren laut Bremus (2006) die 
schnelle Umsetzung von Glucose über das membrangebundene Enzymsystem und 
damit die geringe Einschleusung der Glucose in den PPW (Shinjoh et al., 1990; 
Bremus, 2006). Diese Begründung erklärte jedoch nicht die Wachstumsergebnisse 
dieser Arbeit, da in der vorliegenden Arbeit die PGI/TAL-Überproduktion in einem 
G. oxydans-Stamm mit inaktivierter mGDH und sGDH durchgeführt wurde. Die 
Glucose wurde bei diesem Diruptionsstamm in die Zelle aufgenommen und in den 
PPW oder EDW eingeschleust, sichtbar an der höheren OD und ausbleibender 
Produktbildung von Gluconat,  2-KGA und 2,5-DKGA des Stammes N44-1 �mgdh 
sghd::kan im Vergleich zum Ausgangsstamm (3.1). Die geringe Wachstums-
steigerung der Doppeldisruptante durch die PGI/TAL-Überproduktion zeigte, dass die 
Stoffwechselleistung des PPW gesteigert wurde. Die Ergebnisse des Glucose-
verbrauchs unterstützen diese Aussage, da der PGI/TAL-Überproduzent geringfügig 
mehr Glucose nutzte und die Glucose schneller aufnahm als der PGI-Überproduzent, 
der keine Wachstumssteigerung zeigte (Abb. 17). Allerdings wurde durch die 
PGI/TAL-Überproduktion keine vollständige Glucose-Verwertung erreicht; ca. 50 mM 
Glucose verblieben im Medium (Abb. 17). Die Glucoseverstoffwechselung des 
G. oxydans-Stammes N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw war aus 
bisher unbekannten Gründen limitiert. Die selektive Steigerung der Aktivität der PGI 
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oder TAL-Aktivität zeigte keine positive Auswirkung auf das Wachstum. Demnach 
war bei Wachstum auf Glucose die gleichzeitige Aktivitätssteigerung beider Enzyme 
für ein erhöhtes Wachstum erforderlich. Das ist nachvollziehbar, da die PGI und TAL 
wie weitere Enzyme des PPW für den zyklischen Ablauf des PPW notwendig sind 
(Bremus, 2006). Für eine Steigerung der Leistung des PPW, ist die Erhöhung der 
Geschwindigkeit beider Reaktionen, der Wiedereinschleusung von Fructose-6-
phosphat (PGI) und die Umsetzung von Sedoheptulose-7-Phosphat und 
Glycerinaldehyd-3-Phosphat (TAL) notwendig. Bremus (2006) vermutete zudem, 
dass nicht nur die PGI und TAL sondern zusätzlich auch die Steigerung der Aktivität 
der Fructose-1,6-bisphosphatase für einen schneller zyklischen Ablauf der PPW-
Reaktionen erforderlich ist. 
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Abb. 17: Glucoseverbrauch der G. oxydans-Stämme N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1-
MCS5-tufB-pgi/tal-fw (�) und N44-1 �mgdh sghd::kan pBBR1MCS5-tufB-pgi/tal-fw 
K153A (PGI-Überproduzent 1) (�) in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose.  

3.2.8 Nachweis der Acetatproduktion der G. oxydans-Stämme 
N44-1 mgdh::kan und N44-1 �mgdh sghd::kan

Nachdem die G. oxydans-Stämme N44-1 mgdh::kan (Einfachdisruptante) und N44-1 
�mgdh sghd::kan (Doppeldisruptante) ihr Wachstum im Schüttelkolben auf Glucose 
beendet hatten, wurden 50-80 mM der restlichen Glucose weiter von den Stämmen 
verbraucht. Untersucht werden sollte, ob dieser Glucoseanteil zu Produkten um-
gesetzt wurde. Da die Glucose überwiegend über den PPW verstoffwechselt wird 
(Asai, 1968; De Ley und Swings; 1984), wurden intra- und extrazellulär die Konzen-
trationen von möglicherweise entstandenen PPW-Intermediaten wie Gluconat-6-
phosphat, Lactat, Succinat, Pyruvat und Acetat mittels GC-MS und UV-Testsystemen 
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gemessen. Hierfür wurden Zellüberstände und aufgeschlossene Zellen des Aus-
gangsstammes N44-1, der Einfach- und der Doppeldisruptante während der 
Kultivierung im Schüttelkolben verwendet. Im Überstand der Einfach- und der 
Doppelmutante konnten größere Mengen an Acetat festgestellt werden. Der Aus-
gangsstamm produzierte kein Acetat. Die Einfach- und die Doppeldisruptante 
bildeten ca. 78 mM Acetat. Da beide Mutanten die gleiche Menge produzierten, 
erklärte die Acetatbildung nicht das geringere Wachstum der Einfachmutante im 
Vergleich zur Doppeldisruptante. Im Schüttelkolben endete die Acetatproduktion mit 
dem Wachstum von G. oxydans. Die verbliebene Glucose wurde auch nach 
Wachstumsstopp und dem Ende der Acetatbildung verbraucht (Abb. 18). Die Acetat-
bildung ist demnach keine Erklärung für die Abnahme der Restglucose. Bei der 
Acetatproduktion handelte es sich sehr wahrscheinlich um einen Überfluss-
metabolismus, der auch bei anderen Mikroorganismen wie E. coli und Bacillus 
subtilis auftritt (Holm, 1996; Tobisch et al., 1999).  
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Abb. 18: Wachstum des G. oxydans-Stammes N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4  
(�) im Schüttelkolben in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. Dargestellt sind die Abnahme 
der Glucosekonzentration (�) und die Zunahme der Acetatkonzentration (
) während der 
Kultivierung. 

Über welche Wege die Einfach- und die Doppeldisruptante bei Wachstum auf 
Glucose Acetat bilden bzw. bilden können, ist noch nicht bekannt. Daher wurde nach 
Recherche der möglichen Wege anhand annotierter G. oxydans Enzyme (Prust et al.
2005), Literatur und anderen Acetat-bildenden Bakterien wie z.B. E. coli, ein mög-
licher Acetatbildungsweg prognostiziert (Holm, 1996; Tobisch et al., 1999; Veit, 2005; 
Schweiger et al., 2007). Angenommen wurde, dass Pyruvat mittels der Pyruvat-
Decarboxylase (GOX1081) zu Acetaldehyd und CO2 umgesetzt wird. Aus 
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Acetaldehyd würde dann durch die cytosolische Acetaldehyd-Dehydrogenase 
(GOX2018) und unter Entstehung von Reduktionsäquivalenten (NADH, NADPH) 
Acetat gebildet (Abb. 19).  
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Abb. 19: Schematischer Weg der vermutlichen Acetatbildung in G. oxydans. 
Abkürzungen: PDC, Pyruvat-Decarboxylase; ALD-DH, Acetaldehyd-Dehydrogenase; [H], 
Reduktionsäquivalente 

Um festzustellen, ob Acetat über die PDC und ALD-DH in G. oxydans gebildet wird, 
wurde die Aktivität der beiden Enzyme gemessen. Hierfür wurden der Ausgangs-
stamm N44-1 und die Doppeldisruptante N44-1 �mgdh sgdh::kan im Schüttelkolben 
auf 50 g/l Glucose kultiviert. In der exponentiellen und der stationären Wachstums-
phase wurden Zellen geerntet und in den Zellrohextrakten die Aktivitäten der PDC 
und ALD-DH bestimmt.  

Tab. 14: Aktivität der Pyruvat-Decarboxylase (PDC) und der Acetaldehyd-Dehydro-
genase (ALD-DH) des Ausgangsstammes N44-1 und der Doppeldisruptante 
N44-1 �mgdh sgdh::kan

G. oxydans-Stamm
PDC-Aktivität
[U/mg Protein]

ALD-DH-Aktivität
[U/mg Protein]

N44-1 0,77 ± 0,11 6,80 ± 0.01

N44-1 �mgdh sgdh::kan 0,79 ± 0,09 23,16 ± 0.01

G. oxydans-Stamm
PDC-Aktivität
[U/mg Protein]

ALD-DH-Aktivität
[U/mg Protein]

N44-1 0,77 ± 0,11 6,80 ± 0.01

N44-1 �mgdh sgdh::kan 0,79 ± 0,09 23,16 ± 0.01
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In der Doppeldisruptante N44-1 �mgdh sghd::kan war die spezifische Aktivität der 
Pyruvat-Decarboxylase (Tab. 14) mit durchschnittlich 0,79 U/mg Protein deutlich 
geringer als die spezifische Aktivität der Acetaldehyd-Dehydrogenase mit 23,16 U/mg 
Protein. Im Stamm N44-1, der im Gegensatz zur Doppeldisruptante kein Acetat 
produzierte, wurde ebenfalls eine durchschnittliche PDC-Aktivität von 0,77 U/mg 
Protein gemessen. Die spezifische Aktivität der ALD-DH war mit 6,8 U/mg Protein 
geringer als in der Doppeldisruptante. Ein Vergleich der gemessenen PDC-Aktivität 
mit der spezifischen Aktivität der PDC in G. suboxydans (2,0 U/mg Protein) und
Z. mobilis (7,5-11,0 U/mg Protein) zeigte, dass die PDC-Aktivität von G. oxydans 
N44-1 mit 0,78 U/mg Protein nur geringfügig unter dem Literaturwert von G. 
suboxydans lag (De Ley et al., 1962; Bringer-Meyer et al., 1986). Für die membran-
gebundene Aldehyd-Dehydrogenase von G. oxydans wurde von Hoshino et al. 
(2005) eine Aktivität von 54.0 U/mg Protein bestimmt. Dieser Wert entsprach in der 
Größenordnung den in dieser Arbeit ermittelten Daten der cytosolischen ALD-DH von 
maximal 23,2 U/mg Protein. Zudem ist die Aktivität der membrangebundene Enzyme 
meist höher als der cytosolischen Enzyme (Deppenmeier et al., 2002).   

Wahrscheinlich wurde die ALD-DH-Synthese der Doppeldisruptante durch einen 
Pyruvat- und damit Acetaldehyd-Überschusses induziert. Wenn es sich bei der ALD-
DH um ein Substrat induzierbares Enzym handelt, sollte die Zugabe von Acetaldehyd 
die ALD-DH aktivieren. Um diese These zu bestätigen, wurde die Doppeldisruptante 
erneut kultiviert. Zu Beginn der exponentiellen Phase wurden 20 mM Acetaldehyd ins 
Medium gegeben. Ein zweiter Ansatz ohne Zugabe von Acetaldehyd diente als 
Kontrollansatz. Nach 6 Stunden wurden die Zellen geerntet und die Aktivität der ALD-
DH wurde bestimmt. Der Aktivitätsunterschied zwischen der induzierten Kultur und 
dem Kontrollansatz betrug 3,6 U/mg Protein. Demnach induzierte das Substrat Acet-
aldehyd die ALD-DH. Zudem wurde überprüft, ob die ALD-DH, deren Kofaktor 
NADP+ ist, auch mit NAD+ aktiv ist. Jedoch wurde nahezu keine Aktivität mit NAD+

als Kofaktor gemessen. Daher handelt es sich bei der Acetaldehyd-Dehydrogenase 
von G. oxydans um ein NADP+-abhängiges Enzym. 

3.3 Batch-Kultivierung von G. oxydans in einer Fermentationsanlage zur 
Verbesserung der Wachstumsbedingungen 

Bisher wurde die vollständige Aufnahme und Umsetzung von Glucose in der Doppel-
disruptante N44-1 �mgdh sghd::kan nicht erreicht. Das Wachstum der Kultur endete, 
bevor die Glucose verbraucht war. Da es Hinweise mit Versuchen in Schüttelkolben 
gab, dass eine mangelnde Sauerstoffversorgung den Wachstumsstopp von 
G. oxydans N44-1 �mgdh sghd::kan verursacht, sollte die Doppeldisruptante unter 
kontinuierlicher Sauerstoffzufuhr und verschiedenen Sauerstoffkonzentrationen in 
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einer Fermentationsanlage mit 50 g/l Glucose kultiviert werden. Die Konzentration an 
gelöstem Sauerstoff im Kulturmedium betrug über die gesamte Versuchsdauer 15% 
bzw. im Parallelansatz 30%. Der Ausgangsstamm N44-1 und die Einfachmutante 
N44-1 mgdh::kan wurden zur besseren Vergleichbarkeit ebenfalls in der Fer-
mentationsanlage kultiviert. Die Sauerstoffkonzentration im Medium wurde während 
der Kultivierung konstant auf 15% gehalten. Das Arbeitsvolumen des Fermenter-
systems betrug 200 ml (Abb. 20). Im Fermentersystem wurden die Parameter Be-
gasungsrate, Rührergeschwindigkeit, Temperatur, pH-Wert, Sauerstoff- und Kohlen-
stoffdioxidpartialdruck konstant gehalten, wodurch die Wachstumsbedingungen 
verbessert wurden. Über die gesamte Kultivierungsdauer wurde die entstehende 
CO2-Menge gemessen, wodurch Rückschlüsse auf die im PPW verstoffwechselte 
Glucosemenge möglich waren. Da der Zitronensäurezyklus und die Glykolyse in 
G. oxydans unvollständig ablaufen, kann Glucose nur über den PPW oder EDW 
abgebaut werden (Asai, 1968; Macauley et al., 2001). Da CO2 nur beim 
Glucoseabbau mittels des PPW gebildet wird, ist eine Unterscheidung der beiden 
Stoffwechselwege anhand der CO2-Bildung möglich (Fluckiger und Ettlinger, 1977).  

A)                                                                    B) 

   

Abb. 20: „Fedbatch-Pro“-Fermentationsanlage:  A) Aufbau des „Fedbatch-Pro“-Fermen-
tersystems B) Detaillierte Darstellung des Fermentationssystems mit vier Kultivierungs-
gefäßen. 

Wie bereits bei den vorherigen Versuchen im Schüttelkolben, erreichte der Stamm 
N44-1 die niedrigste und die Doppeldisruptante N44-1 �mgdh sgdh::kan die höchste 
optische Dichte. Insgesamt erhöhten sich jedoch bei allen drei Stämmen die Wachs-
tumsdaten im Vergleich zum Schüttelkolben (Abb. 21; Tab. 15). Der Ausgangsstamm 
N44-1 wuchs auf eine OD600nm von 9,0 an und die Zellausbeute (YX/S) betrug 0,09 g 
BTM/g Glucose. Verglichen mit den Zellausbeuten anderer G. oxydans-Stämme, z.B. 
von DSM 2343 (YX/S = 0,014; Bremus, 2006) oder DSM 3504  (YX/S = 0,04; Bremus, 
2006), war die Ausbeute des Stammes N44-1 relativ hoch. Der Grund für die unter-
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schiedlichen Biomasseausbeuten war die unterschiedliche Substratverwertung der 
Stämme. So oxidierte der G. oxydans-Stamm DSM 2343 93% der anfänglichen Glu-
cose zu den Produkten 2-KGA und 5-KGA (Bremus, 2006) und verwendete 7% der 
Glucose für die Biomasseproduktion und CO2-Bildung. Der G. oxydans-Stamm 
N44-1 setzte 50% der Glucose zu 2-KGA/2,5-DKGA um (Abb. 22), was HPLC-
Messungen zur Untersuchung des Substratverbrauchs und der Produktbildung 
zeigten. Die restlichen 50% standen der Biomasseproduktion und CO2-Bildung zur 
Verfügung.  
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Abb. 21: Wachstum der G. oxydans-Stämme N44-1 pBBR1MCS4 (�), N44-1 mgdh::kan
pBBR1MCS4 (�) und N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 mit 15% (�) und 30% 
Gelöst-Sauerstoff (�) in Fermentern in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. 

Tab. 15: Wachstumsdaten der G. oxydans-Stämme N44-1 in Fermentern mit 15% 
Gelöst-Sauerstoff bei Wachstum in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. Abkürzungen: 
BTM: Biotrockenmasse; �max: maximale Wachstumsrate; td: Verdopplungszeit; YX/S: Bio-
masseausbeutekoeffizient.  
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Die Doppeldisruptante erreichte die höchste optische Dichte von 24,4 und bildete am 
meisten Biomasse 5,7 g/l (Abb. 21 und Tab. 15). Die Zellausbeute (YX/S) betrug 
0,14 g BTM/g Glucose. Die Einfachmutante wuchs auf eine optische Dichte von 18,6 
und hatte eine Zellausbeute (YX/S) von 0,12 g BTM/g Glucose. Die Steigerung der 
Biomasseausbeute durch die Inaktivierung der sGDH in der Einfachmutante wurde 
bereits bei Versuchen im Schüttelkolben festgestellt und beruht auf einer effektiveren 
Glucoseverstoffwechselung (Tab. 15). 

Die Analyse des Substratverbrauchs und der Produktbildung (Abb. 22) zeigten, dass 
die Einfach- und die Doppelmutante im Gegensatz zum Ausgangsstamm während 
der Fermentation kein Gluconat, 2-KGA und 2,5-DKGA produzierten, jedoch Acetat 
bildeten (ca. 85 mM), wie bereits bei Versuchen im Schüttelkolben gesehen. 
Erkennbar war, dass der Ausgangsstamm die Glucose (ca. 280 mM) sehr schnell zu 
Gluconat (ca. 140 mM) und das Gluconat sehr schnell weiter zu 2-KGA/2,5-DKGA 
(ca. 140 mM) oxidierte. Nach ca. 25 Stunden war das Wachstum beendet, ebenso 
die Substratumsetzung. Die Einfach- und die Doppelmutante hörten nach ca. 35 
Stunden auf zu wachsen. Zu diesem Zeitpunkt war die Glucose nahezu verbraucht. 
Demnach endete das Wachstum der beiden G. oxydans-Stämme, weil kein Substrat 
mehr zur Verfügung stand. Das bestätigte die vermutete Limitierung der 
Glucoseumsetzung durch Sauerstoff. Andere Autoren berichten ebenfalls, dass eine 
ausreichende Sauerstoffzufuhr für den Stoffwechsel und das Wachstum von 
G. oxydans essentiell ist, da Sauerstoff z.B. als terminaler Elektronenakzeptor dient 
und die Bildung von Enzymen, die an der Glucose-Oxidation beteiligt sind, fördert 
(Buse et al., 1992; Hemmerling, 1995; Gupta et al., 2001; Macauley et al., 2001). Die 
Doppeldisruptante erreichte bei einer Gelöst-Sauerstoffkonzentration von konstant 
15% (entspricht 1,2 mg O2/l H2O; 1 bar, 25°C) die gleiche optische Dichte und 
Biomassebildung wie bei einer Konzentration von 30% (entspricht 2,4 mg O2/l H2O; 1 
bar, 25°C) gelöstem Sauerstoff im Medium. Folglich reichte ein kontinuierlicher 
„Überschuss“ von 15% Sauerstoff im Medium für G. oxydans N44-1 �mgdh 
sgdh::kan aus, das Substrat Glucose optimal umzusetzen (Abb. 21, 22).  
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Abb. 22: Glucoseverbrauch und Produktbildung beim Wachstum des G. oxydans-
Stammes N44-1 pBBR1MCS4 A), N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 B) und N44-1 �mgdh
sgdh::kan pBBR1MCS4 C) im Fermenter in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. Glucose 
(�), Gluconat (�),  2-KGA/2,5-DKGA (�) und Acetat (�) 

B)

C)
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Um zu bestätigen, dass die Glucose tatsächlich größtenteils über den PPW 
verstoffwechselt wird (De Ley und Swings; 1984; Asai, 1968), wurde zunächst die 
CO2-Produktion, die Biomassebildung und die Menge an assimilierter Glucose der 
drei Stämme miteinander verglichen, was zeigte, dass ein Zusammenhang zwischen 
diesen Größen bestand. (Abb. 23, 24; Tab. 15, 16). Der Stamm N44-1 bildete 2,1 g 
BTM/l, nahm 6% Glucose auf und produzierte 0,3 mol/l CO2. Die Doppelmutante hin-
gegen bildete mehr Biotrockenmasse 5,7 g BTM/l, nahm 70% Glucose auf und pro-
duzierte 1,1 mol/l CO2. Die CO2-Produktion steigerte sich mit Zunahme der assimi-
lierten Glucose deutlich, was bedeutet, dass die Glucose intrazellulär hauptsächlich 
über den PPW verstoffwechselt wird.  
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Abb. 23: Produziertes CO2 der G. oxydans-Stämme N44-1 pBBR1MCS4 (—), 
N44-1 mgdh::kan pBBR1MCS4 (—) und N44-1 �mgdh sgdh::kan pBBR1MCS4 mit 15% 
Gelöst-Sauerstoff (—) bei Kultivierung in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose in 
Fermentern. 

Eine Kohlenstoffbilanzierung (Schell, 2002) unter Einbeziehung der CO2-Bildung 
während der Kultivierung und unter Berücksichtigung der nur für die Doppel-
disruptante N44-1 �mgdh sghd::kan durchgeführten TOC/DOC-Messung zeigte, 
dass die C-Bilanz der Doppelmutante (103%) im Gegensatz zu der Einfachmutante 
und dem Ausgangsstamm geschlossen war (Tab. 16, Abb. 24). Die Kohlenstoffbilanz 
des Stammes N44-1 war zu 73%, die C-Bilanz der Einfachmutante zu 91% 
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geschlossenen, die Bilanz war unvollständig; anzunehmen war, dass noch nicht alle 
Stoffwechselprodukte erfasst wurden (Schell, 2002). Der Ausgangsstamm bildete, 
vermutlich ausgehend von Glucose, bisher unbekannte Produkte; ebenso die 
Einfachmutante, was die genaue Betrachtung der Wachstums- und Kohlenstoff-
bilanzdaten bestätigte. Die Einfachdisruptante erreichte eine geringere optische 
Dichte als die Doppeldisruptante, obwohl sie die gleiche Menge an Glucose 
verbrauchte, die gleiche Acetatmenge bildete und keine Produkte wie Gluconat, 2-
KGA und 2,5-DKGA produzierte (Abb. 22). Jedoch war die Zellausbeute der 
Einfachmutante mit 0,12 g BTM/g Glucose und die gebildete CO2-Menge (0,8 mol/l) 
geringer als bei der Doppelmutante (0,14 g BTM/g Glucose; 1,1 mol/l CO2) (Abb. 23, 
24; Tab. 14, 16), was bedeutete, dass die Einfachmutante weniger Glucose für ihre 
Biomasseproduktion nutzte und weitere, bisher unbekannte Nebenprodukte bildete, 
eventuell über das intrazellulär mittels der sGDH entstehende Gluconat. Um 
herauszufinden, um welche Produkte es sich handelte, wurden Überstände aller drei 
Stämme mittels GC-MS untersucht.  

Tab. 16: Daten der Kohlenstoffbilanz der G. oxydans-Stämme N44-1 bei Wachstum im 
Fermenter in No.5-Medium mit 50 g/l Glucose. Die angegebenen Zahlenwerte beziehen 
sich auf atomaren Kohlenstoff. Beispiel: Zu Beginn der Fermentation, zum Zeitpunkt 0 h, be-
finden sich 19,9 g atomarer Glucose-Kohlenstoff in 1 Liter Medium, also 0,276 mol Glucose-
Moleküle (50 g/l), im Medium. Abkürzungen: C, Kohlenstoff; C in BTM = 51%, der Kohlen-
stoffanteil der Biotrockenmasse beträgt 51% (Quelle: http://www.wasser-wissen.de/abwas-
serlexikon/b/bakterien.htm); C in BTM, Kohlenstoffanteil der Biotrockenmasse.  
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Abb. 24: Kohlenstoffbilanz der G. oxydans-Stämme N44-1. Zur besseren Veranschau-
lichung sind die Ergebnisse der Tab. 16 graphisch dargestellt. 

Es stellte sich heraus, dass der Stamm N44-1, in geringeren Mengen aber auch die 
Einfach- und die Doppeldisruptante, Glykolsäure produzierten. Für eine bessere 
Quantifizierung wurden die Überstände in der HPLC erneut auf Glykolsäure hin 
untersucht (Friedrich und Schink, 1993). Die HPLC-Ergebnisse bestätigten die 
Bildung von Glykolsäure, insbesondere beim Ausgangsstamm, allerdings in 
vernachlässigbarer Konzentration von maximal 26 mM (Daten nicht gezeigt), die 
nicht merklich zur Schließung der C-Bilanz des Stammes beitrug. In G. oxydans kann 
Glykolat aus 2-Phosphoglykolat über die 2-Phosphoglykolat-Phosphatase 
(GOX0579) gebildet werden (Prust et al. 2005) (Abb. 25; Anhang, Abb. 29). 
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Anscheinend reichert sich die Glykolsäure im Medium an, da G. oxydans über kein 
Glykolsäure abbauendes Enzyme verfügt (Prust et al. 2005).  

                        2-Phosphoglykolat- 
                                                                   Phosphatase 
        2-Phosphoglykolat + H2O                       Glykolat + Phosphat 

Abb. 25: Schematischer Stoffwechselweg zur Glykolatbildung in G. oxydans.  

Durch die GC-MS-Analyse wurden bei dem Wildstamm auch größere Mengen an 
Pentonsäuren wie Xylonsäure, Ribonsäure und Arabinonsäure gemessen. Pentosen 
wie L- und D-Arabinose, D-Xylose und D-Ribose entstehen im PPW aus Hexosen 
(z.B. Glucose) durch Decarboxylierung. Bekannt ist, dass Pseudomonaden und 
Acetobacter-Arten Pentosen weiteroxidieren, wobei die entsprechenden Lactone 
entstehen, die mittels Lactonasen zu Pentonsäuren umgesetzt werden (Lockwood 
und Nelson, 1946; Lampen, 1953; Weimberg, 1960; Gleason und Barker, 1970; 
Brouns et al., 2006). Eventuell handelte es sich bei der Pentonsäureentstehung, wie 
bei der Acetatbildung, um eine Überflussreaktion.  

Um zu überprüfen, ob es sich bei den gemessenen Substanzen tatsächlich um Pen-
tonsäuren handelte, wurden D-Arabino-1,4-lacton und D-Ribono-�-lacton als Positiv-
Kontrollen in einer erneuten GC-MS-Messung mitgeführt. Da zudem festgestellt 
werden sollte, ob die Pentonsäuren in der ring- oder offenkettigen Form vorkamen, 
wurden die Lactone gespalten (Morgunov und Perchenko, 1978) und ebenfalls als 
Positiv-Kontrolle in die GC-MS Messung eingesetzt. Die GC-MS-Analyse bestätigte 
mit 99 %iger Sicherheit die beim Stamm N44-1 gefundenen Substanzen als Penton-
säuren. Die offenkettige Form wurde beim Ausgangsstamm gefunden, nicht die 
Lactone, feststellbar unter anderem anhand der unterschiedlichen Retentionszeiten. 
Die Menge der entstandenen Pentonsäuren wurden durch Vergleich mit der 
bekannten Positiv-Kontroll-Konzentration ermittelt und ergaben, dass ca. 20 mM 
Pentonsäuren vom Stamm N44-1 gebildet wurden. 
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4 Diskussion 

G. oxydans wird auf Grund seiner schnellen, unvollständigen Oxidation vieler Zucker 
und Alkohole für verschiedene biotechnologische Prozesse eingesetzt (Gupta et al., 
2001; Deppenmeier et al., 2002; De Muynck et al., 2007; Raspor und Goranovi�, 
2008). Ein Nachteil beim Einsatz von G. oxydans für die Gewinnung industriell 
wichtiger Produkte, wie z.B. Vitamin C, ist seine geringe Biomassebildung. Bislang 
sind keine Arbeiten bekannt, in denen der Biomasseertrag von G. oxydans erhöht 
werden konnte. Daher sollte in dieser Arbeit versucht werden, einen G. oxydans-
Stamm zu konstruieren, der auf Glucose eine hohe Biomasseproduktion aufweist.  

4.1 Glucoseverstoffwechselung der Ausgangsstämme 

Um festzustellen, wie die G. oxydans-Ausgangsstämme IFO 3293 und N44-1 (ent-
standen durch Mutagenese aus dem Stamm IFO 3293) das Substrat Glucose ver-
werten, wurden die Stämme bezüglich ihres Wachstums, ihres Substratverbrauches 
und ihrer Produktbildung untersucht. Zunächst durchgeführte Versuche zur 
Medienoptimierung bestätigten das geringere Wachstum von G. oxydans auf 
chemisch definiertem Medium, was bereits von anderen Autoren beobachtet wurde 
(Stokes und Larsen, 1945; Rao und Stokes, 1953). Laut Wethmar und Deckwer 
(1999) ist der höhere Energiebedarf, der für die Biosynthese verschiedener 
Monomere nötig ist, Grund für das geringe Wachstum. Diese Energie steht nicht 
mehr für das Wachstum der Zellen zur Verfügung. Stokes und Larsen (1945) 
beobachteten ebenfalls das beste Wachstum auf Hefeextrakt-Medium. Als essen-
tielle Wachstumsfaktoren für G. oxydans sind Pantothensäure, Niacin, Thiamine, p-
Aminobenzoesäure und eine C-Quelle wie Sorbit oder Glucose bekannt (Gosselé et 
al., 1980). Die Zugabe von verschiedenen Nährstoffen, wie unter anderem Panto-
thensäure, Niacin, Glutamin und Ammoniumphosphat zum Komplexmedium zeigten 
keine positiven Auswirkungen auf das Wachstum; diese Substanzen lagen demnach 
nicht in wachstumslimitierenden Konzentrationen vor. Aminosäuren sind für 
G. oxydans nicht essentiell (Gosselé et al., 1981), da Ammoniumionen als Stickstoff-
quelle genutzt werden (Stokes und Larsen, 1945) oder die Synthese der Amino-
säuren über den unvollständigen Zitronensäurezyklus erfolgt (Macauley et al., 2001); 
ihre Zugabe führt zu keinem erhöhten Zellwachstum (Gosselé et al., 1981). 
Allerdings erzielten Wethmar und Deckwer (1999) durch Zugabe der Aminosäuren 
Glutamin und Serin ein höheres Wachstum von G. oxydans, was für Glutamin in 
dieser Arbeit nicht bestätigt werden konnte. Das Wachstum von G. oxydans N44-1 
erhöhte sich durch die Zugabe von Glutamin nicht. 
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Der G. oxydans-Stamm IFO 3293 und insbesondere der Stamm N44-1 wuchsen im 
Schüttelkolben auf Glucose nur auf eine sehr geringe optische Dichte an, was 
Untersuchungen der Firma DSM Nutritional Products bestätigten. Der Stamm N44-1 
erreichte eine OD600nm von 3,7 und Biomasseerträge von 0,05 g BTM/g Glucose. 
Vergleiche mit Biomasseausbeuten von z.B. Corynebakterium glutamicum (YX/S ~ 0,4 
g BTM/g C-Quelle; Wendisch et al., 2000) und E. coli (YX/S ~ 0,5 g BTM/g C-Quelle; 
Hernandez und Johnson, 1967; Tempest und Neijssel, 1987) zeigten, dass die 
Biomasseausbeuten von G. oxydans deutlich geringer sind. Bereits andere Autoren 
stellten fest, dass G. oxydans ein schlechter Biomasseproduzent ist (Hernandez und 
Johnson, 1967; Olijve, 1978; Deppenmeier et al., 2002). Die schlechte Biomasse-
bildung von G. oxydans erklärt sich dadurch, dass Glucose (C-Quelle) nicht wie bei 
E. coli und C. glutamicum intrazellulär über den zentralen Stoffwechsel abgebaut 
wird, sondern an der Membran zu unvollständig oxidierten Produkten umgesetzt wird, 
die im Medium akkumulieren (Gupta et al., 2001; De Muynck et al., 2007). Die 
Stämme IFO 3293 und N44-1 setzten Glucose zu den Oxidationsprodukten 
Gluconat, 2-KGA und 2,5-DKGA um (Abb. 6A). Die Membranoxidation der Substrate 
mittels der membrangebundenen Dehydrogenasen liefert G. oxydans Energie (Olijve 
und Kok, 1979; Linton und Rye, 1989; Prust et al., 2005; Raspor und Goranovi�, 
2008). Zur Biomassebildung jedoch müssen die Substrate (Glucose) von der Zelle 
aufgenommen und intrazellulär verstoffwechselt werden (Prust et al., 2005).  

Vergleicht man allerdings den Stamm N44-1 mit dem Stamm IFO 3293, dann nutzte 
der Stamm IFO 3293 die Glucose effektiver zur Biomasseproduktion, sichtbar an der 
hohen Zellausbeute von 0,09 g BTM/g Glucose. Substrat- und Produktanalysen er-
gaben jedoch, dass beide Stämme die gleiche Menge Glucose über die membran-
gebundenen Dehydrogenasen zu Gluconat, 2-KGA und 2,5-DKGA umsetzten. Der 
Stamm N44-1 bildete mit der gleichen Menge an Glucose weniger Biomasse als der 
Stamm IFO 3293. Da der Stamm N44-1 durch ungerichtete Mutagenese aus dem 
Stamm IFO 3293 entstanden ist, sind die molekularen Gründe für die ineffiziente 
Glucoseverstoffwechselung, die zu einer geringeren Biomassebildung führten, nicht 
bekannt (Sugisawa et al., 1991a,b). Die assimilierte Glucose wird bei G. oxydans
hauptsächlich über den PPW verstoffwechselt (Macauley et al., 2001), was anhand 
der Korrelation zwischen assimilierter Glucose und gebildetem CO2 während einer 
Kultivierung in dieser Arbeit bestätigt werden konnte (3.3). Enzyme des PPW 
könnten daher bei dem Stamm IFO 3293 eine höhere Aktivität besitzen, was zu einer 
effektiveren Glucoseverstoffwechselung führen würde (Bremus, 2006). Die Enzym-
aktivitäten der Fructokinase, Phosphoglucose-Isomerase und Transaldolase unter-
schieden sich bei Stämmen N44-1 und IFO 3293 jedoch kaum (Bremus, 2006). Ver-
suche zur Verstoffwechselung von Sorbit zeigten, dass beide Stämme eine optische 
Dichte von ca. 10 erreichten, wobei beide Stämme die gleiche Sorbitmenge zum 
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Wachstum nutzten (3.2.6). Demnach ist nur die Glucose- nicht die Sorbitverstoff-
wechselung des Stammes N44-1 ineffizient. 

Um das Wachstum und die Biomassebildung des Stammes N44-1 auf Glucose zu 
erhöhen, disruptierte die Firma DSM Nutritional Products das Gen für die 
membrangebundenen Glucose-Dehydrogenase.  

4.2 Glucoseverstoffwechselung der Einfachdisruptante  

G. oxydans N44-1 nutzt vornehmlich die membrangebundene Enzyme zur Glucose-
umsetzung, sichtbar an der schnellen Oxidation von Glucose zu Gluconat  mittels der 
membrangebundenen Glucose-Dehydrogenase (Abb. 6A). Olijve und Kok (1979a) 
berichten ebenfalls, dass unter Aufrechterhaltung eines neutralen pH-Wertes 
während der Kultivierung von G. oxydans, Glucose über die membrangebundenen 
Dehydrogenasen oxidiert wird. Glucosekonzentrationen von über 15 mM im Medium 
führen laut der Autoren zur Hemmung der Enzyme des PPW,  verhindern daher die 
intrazelluläre Verstoffwechselung von Glucose (Olijve und Kok, 1979a; Tramper et 
al., 1983). Erst nach Absinken der Glucosekonzentration unter 15 mM erfolgt die 
Aufnahme von Glucose, Gluconat und 2-KGA von der Zelle und deren Verstoff-
wechselung über den PPW (Olijve und Kok, 1979a). Daher war es fraglich, ob und 
wie gut der G. oxydans-Stamm N44-1 nach der Disruption der mGDH wachsen 
würde. Wachstumsversuche auf Glucose zeigten, dass die Mutante im Vergleich zum 
Stamm N44-1 die höchste optische Dichte (OD600nm:10,1) und die höchste Zell-
ausbeute mit 0,08 g BTM/g Glucose erreichte. Die Glucose wurde bei dem Stamm 
N44-1 mgdh::kan vermehrt von der Zelle aufgenommen und zur Biomassebildung 
genutzt. Diese Annahme wurde dadurch bestätigt, dass die beim Ausgangsstamm 
N44-1 auftretenden Oxidationsprodukte Gluconat, 2-KGA und 2,5-DKGA von der 
Einfachdisruptante nicht mehr gebildet wurden. Die Ergebnisse zeigten, dass 
G. oxydans N44-1 ohne die membrangebundene Glucose-Dehydrogenase in der 
Lage ist, Glucose zu metabolisieren.  

Die Einfachdisruptante N44-1 mgdh::kan assimilierte die Glucose auch bei 
Konzentrationen von 276 mM im Medium. Zudem bildete der Stamm größere 
Mengen an CO2, was bedeutet, dass Glucose über den PPW verstoffwechselt wurde 
und die Enzyme des PPW nicht gehemmt waren. Anzunehmen ist, dass es zur 
Hemmung der Enzyme des PPW (Olijve und Kok; 1979a) nur kommt, wenn beide 
Wege, die Oxidation von Glucose an der Membran und die intrazelluläre 
Verstoffwechselung, möglich sind.  

Dadurch, dass der G. oxydans-Stamm N44-1 mgdh::kan die Glucose über den PPW 
verstoffwechselt, gewinnt der Organismus mehr Energie als über die unvollständige 
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Oxidation an der Membran, und es entstehen zudem Reduktionsäquivalente für 
reduktive Biosynthesen (Matsushita et al., 1994; Luttik et al., 1997; Sugiyama et al., 
2003; Raspor und Goranovi�, 2008), die für die Biomasseproduktion verantwortlich 
sind (Bremus, 2006), was die erhöhte Zellausbeute (0,08 g BTM/g Glucose) des 
Stammes N44-1 mgdh::kan verdeutlicht. Die Zellerträge von z.B. E. coli sind jedoch 
auch im Vergleich zum Stamm N44-1 mgdh::kan deutlich höher (Hernandez und 
Johnson, 1967), da Organismen wie E. coli über den Abbau der Substrate mittels 
Glykolyse und Zitronensäurezyklus mehr Reduktionsäquivalente, nötig als 
Endoxidasen in der Atmungskette und mehr Energie (ATP) gewinnen, als G. oxydans
beim Substratabbau über den PPW (Schlegel, 1992). 

Gupta et al. (1997) deletierten in dem Stamm G. oxydans ATCC 9937 ebenfalls das 
Gen für die membrangebundene Glucose-Dehydrogenase und zwar durch Trans-
poson-Mutagenese. Die Autoren stellten fest, dass sich die spezifische Aktivität der 
membrangebundenen Gluconat-2-Dehydrogenase verdoppelte und der membrange-
bundenen 2-Keto-Gluconat-Dehydrogenase verfünffachte. Eine Kultivierung der 
Mutante auf Glucose wurde nicht durchgeführt, daher liegen keine Ergebnisse zum 
Wachstum der GDH--Mutanten vor. Wenn Glucose an der Membran jedoch nicht 
mehr zu Gluconat oxidiert werden kann, da die mGDH inaktiv ist, dann steht für die 
mGA-2-DH und im Folgenden auch für die membrangebundene 2-KGDH kein 
Substrat zur Verfügung, was umgesetzt werden könnte. Daher sollte die GDH--
Mutanten des Stammes ATCC 9937 wie der Stamm N44-1 mgdh::kan die Glucose 
intrazellulär verstoffwechseln und dadurch höhere Wachstumsraten und Zellaus-
beuten erreichen. Der Grund für die erhöhte Steigerung der Enzymaktivität waren 
laut der Autoren polare Effekte, hervorgerufen durch die Methode der Transposon-
Mutagenese. Merfort (2006) nimmt hingegen an, dass sich durch den Wegfall eines 
Membranproteins die Gesamtproteinkonzentration der Membranproteine verringerte, 
was zu einer Erhöhung der spezifischen Aktivität der verbleibenden Proteine führte.  

4.3 Konstruktion und Untersuchung der Doppeldisruptante 

Mehrere Autoren berichten, dass die Bildung von Gluconat und Gluconsäure das 
Zellwachstum von G. oxydans hemmt (Olijve und Kok, 1979a/b; Pöhland et al., 1993; 
Velizarov und Beschkov, 1998; Peekhaus et al., 1998; Godjevargova et al., 2004). 
Pöhland et al. (1993) postulierten, das Gluconsäure in hohen Konzentrationen 
(210 g/l Medium) indirekt, durch Absenkung des pH-Wertes auf 1,8-2,0, das Wachs-
tum und die Atmung von Essigsäurebakterien hemmt. In sehr saurem Milieu (pH < 3) 
kommt es bei G. oxydans zur Bildung einer inaktiven Alkohol-Dehydrogenase, was 
weitere Enzyme von Gluconobacter betreffen könnte (Velizarov und Beschkov, 
1998). Velizarov und Beschkov (1998) verdeutlichten, dass Gluconat in hohen Kon-
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zentrationen die Enzymaktivität, z.B. der membrangebundenen Glucose-Dehydro-
genase hemmt, was zur Inhibierung des Zellwachstums von G. oxydans führte. Bei 
einer Konzentration von 0,7 mol Gluconsäure im Medium stellte G. oxydans sein 
Wachstum ein (Velizarov und Beschkov, 1998). Um zusätzlich zur membranabhän-
gigen Gluconat-Bildung, auch die intrazelluläre Gluconat-Bildung zu unterbinden und 
dadurch die intrazelluläre Glucoseumsetzung zu erhöhen, wurde das Gen für die 
cytosolische Gluconat-Dehydrogenase in der Einfachmutante disruptiert.  

Die Inaktivierung der sGDH in der mGDH-Mutante (Abb. 26) führte bei Kultivierung 
im Schüttelkolben zu einer 3,5-fachen Wachstumssteigerung auf 50 g/l Glucose 
(OD600nm: 13) und zu einer Verdopplung der Biomasseausbeute (0,10 g BTM/g 
Glucose) im Vergleich zum Stamm N44-1. Dieses Resultat zeigte, dass G. oxydans
N44-1 die Glucose durch Inaktivierung der sGDH noch effektiver für seine Biomasse-
bildung nutzte. Zunächst wurde Glucose über die Glucose-Permease (CsbC) von der 
Zelle aufgenommen; G. oxydans verfügt nicht über ein PTS-System (Prust et al., 
2005). Intrazellulär konnte die Glucose nur noch über die Glucose-Kinase (GK) ver-
stoffwechselt werden (Abb. 26). Die intrazelluläre Bildung von Gluconat und 2-KGA 
wurde verhindert. Demnach stand mehr Glucose für eine direkte Phosphorylierung 
und Einschleusung in den zentralen Metabolismus zur Verfügung, wodurch mehr 
Energie gewonnen wurde, die G. oxydans für sein Wachstum nutzte.  

mGDH

GlucoseGlucose

GA6P

6-PGD KDPG

6-PGDH

PPW

Glucose sGDH

CsbC

GK

G6P
EDWG6PH

�������	
�

��
����	
�

Abb. 26: Schema des Glucosestoffwechsels von G. oxydans N44-1 �mgdh sgdh::kan. 
Glucose wird in der Doppeldisruptante intrazellulär verstoffwechselt. Abkürzungen: G6P, 
Glucose-6-Phosphat; GA6P, 6-Phosphogluconat; G6PH, Glucose-6-phosphat-Dehydrogen-
ase und Gluconolactonase; 6-PGDH, 6-Phosphogluconat-Dehydrogenase; 6-PGD, 6-Phos-
phogluconat-Dehydrase; KDPG, 2-Keto-3-desoxy-6-phosphogluconat-Aldolase. 
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Die Kultivierung des Stammes N44-1, der Einfachmutante N44-1 mgdh::kan und der 
Doppeldisruptante N44-1 �mgdh sgdh::kan im Fermentersystem zeigte, dass 
G. oxydans durch Verbesserung der Wachstumsbedingungen höhere optische 
Dichte und Zellausbeuten erreichte. So erreichte die Doppeldisruptante eine im 
Vergleich zum Schüttelkolben doppelt so hohe optische Dichte von 24,4. Speziell 
führte eine ausreichende und kontinuierliche Sauerstoffversorgung dazu, dass 
Glucose vollständig von den drei G. oxydans-Stämmen metabolisiert wurde. Auch 
Macauley et al. (2001) stellte fest, dass eine Erhöhung der Sauerstoffzufuhr das 
Wachstum von G. oxydans steigert. Eine Konzentration von 30% gelöstem 
Sauerstoff erhöht die Glucoseverstoffwechselung, da Sauerstoff (durch Induktion der 
Gene) die Produktion von Enzymen, die am Glucosestoffwechsel beteiligt sind, 
steigert; insbesondere die Aktivität der membrangebundenen Glucose-Dehydro-
genasen ist abhängig vom Sauerstoff (Buse et al., 1990; Silberbach et al., 2003). 
Höhere Sauerstoffkonzentrationen verbessern das Wachstum nicht (Buse et al., 
1990), möglicherweise wirkt dann der Sauerstofftransport in die Zelle limitierend 
(Tramper et al., 1983).  

Olijve und Kok (1979) berichten, dass der molare Wachstumsertrag von G. oxydans
in kontinuierlicher Kultur im Chemostaten bei einer Verdünnungsrate von 0,05 h-1

(Volumenwechsel pro Stunde) 19,5 g TG/mol Glucose, also 0,11 g TG/g Glucose 
beträgt. In dieser Arbeit wurden für G. oxydans N44-1 im Fermentersystem Zellaus-
beuten von 0,09 g BTM/g Glucose gemessen. Für den Stamm N44-1 �mgdh 
sgdh::kan lagen die Ausbeuten sogar bei 0,14 g BTM/g Glucose, was über den von 
Olijve und Kok (1979b) ermittelten Ausbeuten liegt. Allerdings sind die Ergebnisse 
dieser Arbeit nicht direkt vergleichbar mit den Werten von Olijve und Kok (1979b), da 
die Wachstumsbedingungen unterschiedlich waren. Olijve und Kok (1979b) kulti-
vierten G. oxydans unter Stickstoff oder Glucose limitierenden Bedingungen im 
Chemostaten. Anstatt kontinuierlich eine bestimmte Glucosemenge zuzuführen, 
wurde in dieser Arbeit die gesamte Glucosemenge zu Beginn in den Kultivierungs-
ansatz gegeben. Die unterschiedliche Glucose- und Nährstoffzufuhr führt bei 
G. oxydans vermutlich zu verschiedenen Zellausbeuten (Fritsche, 1999). 

4.4 Optimierungsversuche der Glucoseverstoffwechselung  

Zur Verbesserung der intrazellulären Glucoseverstoffwechselung wurde das Gen für 
die Glucose-Kinase überexprimiert. Im G. oxydans-Stamm N44-1 kodieren zwei 
Gene für je eine Glucose-Kinase. Der sequenzierte G. oxydans-Stamm 621H besitzt 
ebenfalls zwei Genprodukte zur Phosphorylierung von Glucose zu Glucose-6-
Phosphat, eine Glucose-Kinase mit der Genbezeichnung GOX1182 und eine mit der 
Genbezeichnung GOX2419 (Prust et al., 2005). Bei beiden Enzymen handelt es sich, 
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um nur das Substrat Glucose phosphorylierende Glucose-Kinasen (Doelle, 1982; 
Edye et al., 1990; Quaade et al., 1991; Mukai et al., 2003; Prust et al., 2005) und 
nicht um verschiedene Substrate phosphorylierende Hexokinasen (Lunin et al., 
2004). Eine Hexokinase wurde z.B. bei E. coli nachgewiesen mit einem Km-Wert von 
0,15 mM für das Substrat Glucose (Arora und Pedersen, 1995). Für die Glucose-
Kinase von Z. mobilis wurde ein Km-Wert von 0,25 mM für das Substrat Glucose 
ermittelt (DiMarco und Romano, 1984) und bei Wachstum auf Glucose eine Aktivität 
von 0,041 U/mg Protein festgestellt (Ait-Abdelkader et al., 1996). Die in dieser Arbeit 
gemessene spezifische Aktivität der Glucose-Kinase von 0,06 U/mg Protein, gemes-
sen in der G. oxydans-Doppeldisruptante, entsprach diesem Literaturwert. Im Stamm 
N44-1 und der Einfachdisruptante N44-1 mgdh::kan wurden sehr viel höhere 
Aktivitätswerte gemessen (0,46 und 0,73 U/mg Protein). Woher diese in vitro 
ermittelten Aktivitätsunterschiede stammen, ist fraglich; denn anscheinend ruft allein 
die Inaktivierung der sGDH diesen Aktivitätsabfall hervor. Möglicherweise sind 
intrazelluläre Regulationsmechanismen, die sich auf die Enzymsynthese auswirken, 
für den „in vitro“ gemessenen Aktivitätsverlust verantwortlich (Fritsche, 1992). So 
könnte die gebildete sGDH als Induktor fungieren und die Synthese der GK 
regulieren. Bekannt sind verschiedene Mechanismen wie Substrat- oder 
Produkthemmung, mit denen Bakterien in vivo die Enzymsynthese oder -aktivität 
regulieren (Fritsche, 1999; Brown, 1999). In Z. mobilis kommen Gene, die für 
Enzyme des Glucosestoffwechsels kodieren, wie der Glucose-Fascilitator, die 
Glucose-Kinase, die 6-Phosphogluconat-Dehydratase und die Glucose-6-phosphat-
Dehydrogenase, in einem Gencluster vor und unterliegen einer gemeinsamen 
Regulation (Barnell et al., 1990; Barnell et al., 1992). Da die Gene für die GK und 
den GLF in einem Operon vorkommen, vermutete Parker et al. (1995), dass in 
Z. mobilis die gebildeten Enzyme, also die Glucose-Kinase und der Glucose-
Fascilitator, miteinander interagieren, indem z.B. die GK die Affinität von Glucose 
zum Glucose-Fascilitator erhöht; mögliche Mechanismen wurden nicht diskutiert 
(Parker et al., 1995). Daher ist es ebenfalls denkbar, dass, obwohl die sgdh und gk-
Gene nicht in einem Operon vorkommen, die Genprodukte, die sGDH und GK, sich 
gegenseitig beeinflussen, da beide an der Glucoseverstoffwechselung beteiligt sind. 
Da beide Enzyme um das Substrat Glucose konkurrieren, wurde durch die In-
aktivierung der sGDH eigentlich eine Steigerung der GK-Aktivität in dem Stamm 
N44-1 �mgdh sgdh::kan erwartet.  

Die Aktivität der GKI und der GKII konnte durch die Überexpression der Gene 
gesteigert werden, in der Doppeldisruptante sogar um das 5-fache. Jedoch führte 
diese Steigerung in keinem der G. oxydans-Stämme zu einer gesteigerten Glucose-
verstoffwechselung oder zu einem höheren Wachstum auf Glucose.  
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4.5 Acetatbildung der Einfach- und der Doppeldisruptante  

Eine Analyse weiterer Nebenprodukte lieferte das Ergebnis, dass die Einfachmutante 
N44-1 mgdh::kan und die Doppeldisruptante N44-1 �mgdh sgdh::kan während der 
Kultivierung auf Glucose im Gegensatz zum Ausgangsstamm N44-1 Acetat bildeten. 
Bei der aeroben Acetatbildung der G. oxydans-Stämme N44-1 mgdh::kan und N44-1 
�mgdh sgdh::kan handelt es sich sehr wahrscheinlich um einen so genannten 
Überflussmetabolismus, bei dem Metabolite des Zentralstoffwechsels ins Medium 
ausgeschieden werden, und der auch bei anderen Organismen wie E. coli 
beobachtet wurde (Veit, 2005). Bei E. coli tritt die aerobe Acetatbildung z.B. unter 
hohen Glucosekonzentrationen auf (Holms, 1996; Veit, 2005). Die molekularen 
Grundlagen und Regulationsmechanismen konnten bei E. coli weitestgehend 
aufgeklärt werden. Demnach ist die Leistung der zentralen Stoffwechselwege wie 
des Zitronensäurezyklus im Vergleich zur Glucoseaufnahme zu gering (Holms, 
1996). Veit (2005) konnte nachweisen, dass sich bei Glucoseüberfluss die Synthese 
der Enzyme des Zitronensäurezyklus verringert, was zu einer reduzierten Aktivität 
des Zitronensäurezyklus führt, wodurch die aerobe Acetatbildung hervorgerufen wird.  

Bei G. oxydans kann wie bei E. coli ein Glucoseüberfluss zur Acetatbildung führen. 
Der Stamm N44-1 oxidiert das Substrat Glucose über das membrangebundene 
Enzymsystem. Nur ein sehr geringer Glucoseanteil gelangt in die Zelle und wird über 
den PPW verstoffwechselt, was das Auftreten eines Überflussmetabolismus ver-
hindert. Die Einfach- und die Doppeldisruptante nehmen hingegen durch die Inakti-
vierung der mGDH die Glucose in die Zelle auf und metabolisieren die Glucose im 
zentralen Stoffwechsel. Da G. oxydans die Enzyme für eine vollständig ablaufende 
Glykolyse und Zitronensäurezyklus fehlen (Macauley et al., 2006), kann die gesamte 
Glucose nur über den PPW, der hauptsächlich für die Glucoseverstoffwechselung 
genutzt wird (De Ley und Swings, 1984), abgebaut werden. Da es bei der Einfach- 
und der Doppelmutante zur Anhäufung von Acetat kommt, ist demnach die Kapazität 
des zyklisch ablaufenden PPW zu hoch; es kommt zur Anreicherung von Pyruvat, 
dass zu Acetat umgesetzt wird.  

Zur Aufklärung, über welchen enzymatischen Weg die G. oxydans-Mutanten bei 
Wachstum auf Glucose Acetat bilden, wurden mögliche annotierte Wege (Prust et al., 
2005) überprüft und mit bekannten Acetatbildnern wie E. coli (Veit, 2005) verglichen. 
Enzymmessungen ergaben die intrazelluläre Acetatbildung in G. oxydans über die 
cytosolische Pyruvat-Decarboxylase und die cytosolische Acetaldehyd-Dehydro-
genase. Der Kofaktor NADP+ der ALD-DH wurde experimentell bestätigt. Über die 
ALD-DH abhängige Acetatbildung gewinnen die G. oxydans-Mutanten demnach 
Reduktionsäquivalente in Form von NADPH. Die PDC- und ALD-DH Aktivitäts-
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messungen verdeutlichten, dass es sich bei der PDC um ein schwach aktives,  
konstitutiv exprimiertes Enzym handelt (0,78 U/mg Protein), wohingegen die ALD-DH 
ein durch Acetaldehyd induzierbares Enzym mit einer Schwankungsbreite von 6,8 bis 
23,2 U/mg Protein ist. In Acetobacter pasteurianus konnte ebenfalls eine PDC-
Aktivität nachgewiesen werden. Die Höhe der Aktivität hing von der C-Quelle ab und 
war auf dem Substrat Lactat mit 2,6 U/mg Protein am stärksten (Raj et al., 2001). Die 
PDC setzte das durch die Lactat-Dehydrogenase entstandene Pyruvat weiter zu 
Acetaldehyd um, welches toxisch für die Zelle ist (Wecker und Zell, 1987; Jokelainen 
et al., 1994). Acetaldehyd inhibierte die PDC Aktivität (Bauchop und Dawes, 1959). 
Die Autoren Raj et al. (2001) vermuteten daher, das die ebenfalls in Acetobacter 
pasteurianus vorhandene Aldehyd-Dehydrogenase (Acetaldehyd-Dehydrogenase) 
die Inaktivierung der PDC durch Acetaldehyd verhinderte. Die Aldehyd-Dehydro-
genase oxidiert Acetaldehyd unter NAD(P)H-Entstehung zu Acetat (Raj et al., 2001). 
Die Acetaldehyd-Dehydrogenase in der G. oxydans Einfach- und der Doppel-
disruptante katalysiert die gleiche Reaktion und schützt demnach die PDC ebenfalls 
vor Inaktivierung durch Acetaldehyd. Eine NADP+-abhängige cytosolische Aldehyd-
Dehydrogenase (GOX1122), die bevorzugt Acetaldehyd als Substrat umsetzt, wurde 
kürzlich auch in G. oxydans 621H entdeckt (Schweiger et al., 2007). 

4.6 C-Bilanzierung 

Für die Doppeldisruptante war die Kohlenstoffbilanz, die mittels der TOC/DOC-
Messung und unter Berücksichtigung des gebildeten CO2 während der Kultivierung 
aufgestellt wurde, mit 103% geschlossen. Demnach wurde während der Kultivierung 
im Fermentersystem das Substrat Glucose vollständig umgesetzt. Das bedeutet, 
dass G. oxydans ohne die mGDH und sGDH effizient auf Glucose wächst und das 
Substrat Glucose dabei vollständig metabolisiert. 

Der Stamm N44-1 (73%) und die Einfachmutante (91%) zeigten im Gegensatz zur 
Doppeldisruptante (103%) keine geschlossene C-Bilanz, da die C-Bilanz nicht auf 
TOC/DOC-Messergebnissen beruht, die alle C-Verbindungen erfasst, sondern auf 
der Addition des Kohlenstoffs der Produkte, des Kohlenstoffs der Biotrockenmasse 
und des gebildeten CO2. Weitere Untersuchungen mittels GC-MS zur Auffindung von 
Nebenprodukten führten zu der Vermutung, die vom Stamm N44-1 in höheren 
Konzentrationen und von der Einfach- und der Doppelmutante in geringeren Konzen-
trationen produzierte Glykolsäure könnte die fehlende C-Menge ausgleichen. 
Allerdings war die von den G. oxydans-Stämmen produzierte Glykolsäuremenge mit 
maximal 26 mM zu gering, als dass sie zur Schließung der C-Bilanz hätte beitragen 
können. Die Ermittlung weiterer Nebenprodukte zur Schließung der C-Bilanz des 
Ausgangsstammes und der Einfachmutante zeigten, dass der G. oxydans-Stamm 
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N44-1 Pentonsäuren bildete, allerdings nur in Konzentrationen von ca. 20 mM. 
Einige Acetobacter-Stämmen sind laut Literatur in der Lage, Pentosen zu den ent-
sprechenden Pentonsäuren zu oxidieren (Bernhauer und Riedl-Tumova, 1950; 
Colowick und Kaplan, 1951; Ferrier et al., 1962), jedoch konnten Bernhauer und 
Riedl-Tumova (1950) nicht beweisen, dass die entstandenen Pentonsäuren von 
Acetobacter weiter zu Keto-Pentonsäuren oxidiert wurden, obwohl der gleiche 
Organismus nachweislich aus Hexosen Keto-Hexonsäuren bildete. Auch 
Gluconobacter-Arten, wie G. liquefaciens, oxidieren Hexosen und Pentosen zu 
Hexonaten und Pentonaten (De Ley, 1960), wobei Gluconobacter die Pentonsäuren 
ebenfalls nicht weiteroxidiert, sondern anhäuft. Laut De Ley und Dochy (1960a) 
finden die Pentose- und Hexose-Oxidationen an der Membran statt, was auch 
Hoshino et al. (2001) bestätigten. Die Autoren Hoshino et al. (2001) isolierten aus 
G. oxydans DSM 4025 eine membrangebundene Aldehyd-Dehydrogenase (ADH), 
die verschiedene Aldehyde zu den entsprechenden Karbonsäuren oxidierte. Die 
Pentosen D-Xylose, D-Ribose und D-Arabinose wurden von der PQQ-abhängigen 
ADH mit relativ hoher Aktivität zu den Pentonsäuren D-Xylonsäure, D-Ribonsäure 
und D-Arabinonsäure oxidiert (Hoshino et al., 2001). Die genannten 
Literaturbeispiele zeigen, dass G. oxydans Pentonsäuren über das membran-
gebundene Enzymsystem herstellen kann. Die während des Glucoseabbaus im PPW 
entstandenen Pentosen können wieder ausgeschleust und an der Membran oxidiert 
werden, wobei in Form von Reduktionsäquivalenten zusätzlich Energie gewonnen 
wird (Brouns et al., 2006). 

Fasst man abschließend alle ermittelten Daten der Kohlenstoffbilanz zusammen, 
inklusive der Glykolsäure- und Pentonsäurekonzentration, so schließt sich die 
C-Bilanz des Stammes N44-1 zu 84%. Da eine Unterscheidung der Pentonsäuren 
mittels GC-MS nicht möglich war, könnte eine chromatographischer Analyse, wie 
HPLC (Weimberg, 1960; Rangappa et al., 1998), eine 100 %ige Bestimmung der 
gemessenen Substanz als Pentonsäure, bzw. als D-Xylonsäure, D-Ribonsäure oder 
D-Arabinonsäure, ermöglichen. Die bisherige Identifizierung der mittels GC-MS ermit-
telten Substanz beruhte auf Retentionszeitenvergleich mit den Positiv-Kontrollen
D-Ribonsäure und D-Arabinonsäure.  
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5 Zusammenfassung 

Gluconobacter oxydans dient der großtechnischen Produktion einiger biotechno-
logisch wichtiger Substanzen. Nachteilig bei diesen mikrobiellen Verfahren ist die 
geringe Biomasseausbeute des Bakteriums. Es war deshalb das Ziel dieser Arbeit, 
einen G. oxydans-Stamm mit hoher Wachstumsrate und Biomasseausbeute zu 
konstruieren.  

Wie die Untersuchungen zur Glucoseverwertung ergaben, oxidiert der G. oxydans-
Stamm N44-1 die Glucose über membrangebundene Enzyme zu Gluconat, 2-Keto-
D-Gluconat und 2,5-Di-Keto-Gluconat; nur eine geringe Substrat-Menge wurde 
intrazellulär für das Wachstum verstoffwechselt. Hingegen zeigte die Mutante, bei der 
das Gen für die membrangebundene Glucose-Dehydrogenase disruptiert war, eine 
erhöhte Biomassebildung auf dem Substrat Glucose, da kein Gluconat, 2-Keto-D-
Gluconat und 2,5-Di-Keto-Gluconat gebildet wurde.  

Zur gezielten Erhöhung der intrazellulären Glucoseumsetzung und Biomassebildung 
wurde danach auch das Gen für die cytosolische Glucose-Dehydrogenase in dem 
G. oxydans-Stamm mit der inaktiven membrangebundenen Glucose-Dehydrogenase 
disruptiert. Diese Doppeldisruptante bildete eine zweifach höhere Biomasse-
konzentration als der Ausgangsstamm.  

Um die Glucosenutzung weiter zu verbessern, wurden die Gene für die Glucose-
Kinase und die Glucose-Permease in den G. oxydans-Stämmen überexprimiert. 
Jedoch konnte dadurch die Biomassebildung nicht gesteigert werden.  

Interessanterweise bilden die Mutanten im Gegensatz zum Ausgangsstamm als 
Nebenprodukt Acetat. Dabei handelt es sich vermutlich um einen Überfluss-
metabolismus. Wie Enzymmessungen ergaben, erfolgte die Acetatbildung vermutlich 
aus Pyruvat über die Pyruvat-Decarboxylase und die Acetaldehyd-Dehydrogenase.   

In dieser Arbeit konnte zum ersten Mal gezeigt werden, dass ein G. oxydans-Stamm 
ohne die membrangebundene Glucose-Dehydrogenase in der Lage ist, effizient auf 
Glucose bei ausreichender Sauerstoffversorgung zu wachsen. Wie eine C-Bilanz 
gezeigt hat, wurde das Substrat Glucose dabei vollständig metabolisiert.  
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6 Abstract 

Gluconobacter oxydans is used for the commercial production of a number of 
biotechnologically important substances. A disadvantage of this microbial process is 
the low biomass yield of the bacterium. The aim of the work presented here was 
therefore to construct a G. oxydans strain with a high growth rate and biomass yield. 

As revealed by the studies on glucose utilization, G. oxydans strain N44-1 oxidizes 
glucose via membrane-bound enzymes to gluconate, 2-keto-D-gluconate and 
2,5-diketo-gluconate. Only a low quantity of substrate was metabolized intracellularly 
for growth. In contrast, the mutant in which the gene for membrane-bound glucose 
dehydrogenase was disrupted displayed increased biomass formation on the glucose 
substrate since no gluconate, 2-keto-D-gluconate or 2,5-diketo-gluconate was 
formed. 

In order to selectively increase the intracellular glucose conversion and biomass 
formation, the gene for cytosolic glucose dehydrogenase in the G. oxydans strain 
with inactive membrane-bound glucose dehydrogenase was then also disrupted. The 
biomass concentration formed by this double disruptant was twice that of the original 
strain. 

For a further improvement in glucose utilization, the genes for glucose kinase and 
glucose permease were overexpressed in the G. oxydans strains. However, this did 
not increase biomass formation. 

It is interesting to note that, in contrast to the original strain, the mutants form acetate 
as a by-product. This is probably an excess metabolism. As shown by enzyme 
measurements, acetate was probably formed from pyruvate via pyruvate 
decarboxylase and acetaldehyde dehydrogenase.  

The present work showed for the first time that with a sufficient supply of oxygen a 
G. oxydans strain without the membrane-bound glucose dehydrogenase is capable 
of growing efficiently on glucose. As shown by a C balance, the glucose substrate 
was completely metabolized. 
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8 Anhang 

mgdh usds

mgdh us

21 nt

21 nt

RE II

RE I

RE I

RE II

� �
RE I RE II

PCR 1 PCR 2

cross-over PCR

Hybridisierung

Spaltung & Ligation

~ 600 bp ~ 600 bp

ATG TAA

ATG TAA21 nt

ATG TAA21 nt

Abb. 27a: Schema der cross-over PCR für die markerlosen Disruption des mgdh-Gens 
in G. oxydans N44-1. Abkürzungen: RE, Restriktionsenzym; RE I: SphI, RE II: SalI; ds, 
downstream, stromabwärts; us, upstream, stromaufwärts; die grauen Pfeile, bezeichnet mit 
ds und us stellen hypothetische Proteine dar; nt, Nucleotide 

- Primerpaar für die erste PCR (PCR 1): coPCR-gdh-5F/coPCR-gdh-5R 

- Primerpaar für die zweite PCR (PCR 2): coPCR-gdh-3F/coPCR-gdh-3R 

- Primerpaar für die cross-over PCR: gdh-control-5/gdh-control-3 

- 21 bp-Überhang: CCC ATC CAC TAA ACT TAA ACA GGG TAG GTG ATT TGA ATT TGT 

- mgdh: Gen für die mGDH mit einer Sequenzlänge von 2427 bp 
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Abb. 27b: Schema des Selektionsverfahrens zur markerlosen Disruption des mgdh-
Gens in G. oxydans N44-1. Abkürzungen: kan, Kanamycin; suc, Sucrose; R, resistent; S, 
sensitiv; �21 bp-Überhang

PCR 1 PCR 2

Klonierung in pK19mobsacB

1. Rekombinationsereignis 

2. Rekombinationsereignis

 kanR sucS

kanS sucR

Wildtyp (50%) Disruptionsmutante (50%)

mgdh-Gen

chromosomales mgdh-Gen
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Abb. 28: Schema der Disruption des sgdh-Gens mittels einer Kanamycinresistenzkas-
sette in G. oxydans N44-1 �mgdh. Abkürzungen: reg, Regulator; RR, response regulator; 
rep, Replikationsursprung; amp, Ampicillin; kan, Kanamycin, cm, Chloramphenicol, tra, 
transfer-Gene für die Konjugation 
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Abb. 29: Postulierter Glyoxylat- und Dicarboxylat-Metabolismus in G. oxydans.
Angegeben sind die E.C.-Nummern (Enzyme Commission number) der Enzyme. Grün 
unterlegte Kästen sagen aus, dass diese Enzyme in G. oxydans vorkommen. Quelle: 
http://www.genome.jp/dbget-bin/www_bget?pathway+gox00630
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pEXGOXA-gkI
6853 bps

1000

2000

30004000

5000

6000
EcoRI
HindIII
XhoI

SphI

SfuI

MunI
NdeI
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PstI

gkI

sldB'

'sldA

bla

rep

PtufB

Abb. 30: Schema des Plasmids pEXGOXA-gkI zur Überexpression des gkI-Gens in 
G. oxydans. Abkürzungen: rep, Replikationsursprung; PtufB, G. oxydans eigener tufB-
Promotor; gk, Glucose-Kinase I-Gen; bla, Gen codoert für die β-Lactamase, die Resistenz 
gegenüber Ampicillin vermittelt; sldA’ und sldB’, Fragmente des Gens für die Sorbitol-
Dehydrogenase;
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pK19mobsacB gdh
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disruptierte mgdh

hp'
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Abb. 31: Schema des Plasmids pK19mobsacB-mgdh zur markerfreien Disruption des 
mgdh-Gens in G. oxydans. Abkürzungen: oriT, Replikationsursprung für den DNA-Transfer; 
lacI, Lac-Promotor; ’lacZa und lacZa’’, N-terminales �-Fragment der �-Galactosidase; kodiert 
für die �-Galactosidase; disruptierte mgdh, disruptiertes Gen für die mGDH; hp’, 
hypothetisches Protein; Kan, Kanamycin; sacB, Gen von B. subtilis kodiert für die 
Levansucrase, die durch Saccharose exprimiert wird. In Medien mit Saccharose fürht die 
exprimierte Levansucrase zur Lyse der Zellen 

mgdh 
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Abb. 32: Schema des Plasmids pSUP202-sgdh::kan zur Disruption des sgdh-Gens in 
G. oxydans. Abkürzungen: bla, Gen codoert für die β-Lactamase, die Resistenz gegen-
über Ampicillin vermittelt; cm, Chloramphenicol; tra, transfer-Gene für die Konjugation:tra I, 
DNA-Relaxase; tra J und tra K, oriT-Bindeproteine; tet’’ und ’tet, Tetracyclin; ’lacZa und 
lacZa’’, N-terminales �-Fragment der �-Galactosidase; kodiert für die �-Galactosidase; RR, 
response regulator; ’’sgdh, sgdh’ disruptiertes Gen für die sGDH; kan, Kanamycin; amp, 
Ampicillin. 
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