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Zusammenfassung 

Distickstoffmonoxid (Lachgas, N2O) ist ein atmosphärisches Treibhausgas und trägt zum 

Abbau der Ozonschicht in der Stratosphäre bei. Eine Vielzahl von Bakterienarten produziert 

das Kupfercluster-haltige Enzym N2O-Reduktase (NosZ). Auf der Grundlage 

phylogenetischer Analysen wurden die NosZ-Enzyme in Klade I oder Klade II eingeteilt, und 

es wird davon ausgegangen, dass sich die entsprechenden Organismen in Bezug auf die 

Elektronentransportprozesse zu NosZ sowie die Wartung und Reparatur des NosZ-

Aktivzentrums erheblich unterscheiden. Die mikrobielle, anoxische N2O-Produktion aus 

Nitrat erfolgt durch Denitrifikation oder dissimilatorische Nitratreduktion zu Ammonium 

(DNRA). Es existieren mehrere Enzyme, welche über Nitrit und Stickstoffmonoxid (NO) in 

entsprechenden Mikroorganismen als Teil von Atmungs- und/oder 

Entgiftungsstoffwechselwegen N2O erzeugen. Der DNRA-Modelorganismus Wolinella 

succinogenes ist in der Lage, während des anaeroben Wachstums durch Nitratatmung in 

nitratreichem Medium, kleine Mengen NO (höchstwahrscheinlich aus Nitrit) und N 2O zu 

produzieren. Die Umwandlung reaktiver Stickstoffspezies wie Nitrit oder NO in weniger 

toxische Verbindungen, wie N2O oder Ammonium, ist für vie le Mikroorganismen eine 

wichtige Eigenschaft und in eine Vielzahl von Stressantwortsystemen eingebunden. In dieser 

Arbeit wurden eine Reihe von Einzel-, Doppel- und Dreifach-Gendeletionsmutanten von 

W. succinogenes charakterisiert, um die Enzymologie des NO-Umsatzes (Detoxifizierung) 

und der N2O-Bildung zu klären. Dafür wurden DNRA-Wachstumsparameter unter Nitrat-

suffizienten und Nitrat -limitierten Bedingungen, Konzentrationen von Formiat, Nitrat, Nitrit, 

NO, N2O und N2 sowie Phänotypen unter nitrosativen/n itrosylativen Stressbedingungen 

bestimmt. Den Mutanten fehlten der membrangebundene Cytochrom c-Nitrit/NO -

Reduktase-Komplex NrfHA und/oder mindestens eines der folgenden zytoplasmatischen 

Proteine: das Flavodiiron-Protein Fdp, das mutmaßliche NO-reaktive Protein NorH und das 

Hybrid-Cluster-Protein Hcp. Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass das zytoplasmatische 

Hcp als das dominante NO-detoxifizierende (und höchstwahrscheinlich N2O-erzeugende) 

Enzym fungiert, wobei NrfHA einen geringen Beitrag leistet. Die Schlussfolgerungen werden 

auch durch transkriptomische Daten (RNAseq) gestützt. In einem zweiten Teil der Arbeit 

wurden sowohl der Nitratmetabolismus als auch die N2O-Reduktion des grampositiven 

Nitrat -ammonifizierenden Modellorganismus Neobacillus vireti untersucht. Es wurden die 

Rollen der Proteine Aor, CbaBA, Hmp, Hcp, NarG, NasC, NrfA, NirBD, NosB, NosC, NosZ 

bzgl. ihrer Beteiligung an der Nitrat -, Nitrit - und N2O-Reduktion mit Hilfe von Einzel - und 

Doppel-Gendeletionsmutanten untersucht. Wachstumsparameter, Substrat-

/Produktkonzentrationen (Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2) sowie Lachgas-Reduktionsraten 

deuteten auf NasC als alleinige Nitratreduktase in N. vireti. Eine Beteiligung von Nitrat an 

der Regulation der DNRA wurde mittels Transkriptom-Sequenzierung (RNAseq) gezeigt. Es 

wurde ein Wachstumsvorteil von N. vireti durch die Zugabe von Lachgas nachgewiesen. Die 

ermittelte Lachgas-Reduktionsrate von N. vireti deutet auf ein hohes Potential dieses 

Bodenbakteriums als effektive N2O Senke hin. Zusammenfassend tragen die Ergebnisse der 

Arbeit zum gestiegenen Verständnis von Lachgas-reduzierenden Bakterien bei.
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1. Einleitung  

1.1. Distickstoffmonoxid (N 2O) ɓ Ein unterschätztes 

Treibhausgas  

Mikrobiologen aus aller Welt betonen immer deutlicher, wie wichtig das gesellschaftliche 

Verständnis für die Bedeutung von Mikroorganismen und die Mikrobiologie in der 

Bekämpfung der Klimakrise ist (CAVICCHIOLI et al., 2019). Wenn es um Klima- und 

Umweltveränderungen geht, sind mikrobielle Gemeinschaften des Bodens im Fokus, da sie 

eine fundamentale Rolle in biogeochemischen Kreisläufen spielen, insbesondere bei einer 

großen Anzahl von Reaktionen und Transformationswegen im Kohlenstoff- und 

Stickstoffkreislauf (FIERER, 2017). Es ist schon lange bekannt, dass die Produktion und der 

Verbrauch von Treibhausgasen wie Distickstoffmonoxid (N 2O, Lachgas) weitestgehend von 

Mikroorganismen gesteuert wird (RAVISHANKARA et al., 2009). N2O ist ein chemisch eher 

inertes Treibhausgas und trägt, mit seiner atmosphärischen Verweildauer von 114 Jahren, 

zum Ozonabbau in der Stratosphäre bei. Durch die Strahlungskapazität besitzt dieses 

dominierende Stickstoff-Treibhausgas ein 300-fach stärkeres Erderwärmungspotential im 

Vergleich zu CO2. Die durchschnittliche atmosphärische Konzentration ist mit 335 ppbv zwar 

1250-mal geringer verglichen mit CO2, drückt man jedoch den Einfluss einzelner 

Treibhausgase auf die globale Erwärmung in CO2-Äquivalenten aus, wie sie vom 

Zwischenstaatlichen Ausschuss für Klimaänderungen (´Ucjrijgk_p_r§*IPCC, 

Intergovernmental Panel on Climate Change) festgelegt wurden, so trägt N2O mit 6 bis 10 % 

zu den Gesamtemissionen bei (IPCC, 2014; STEIN & KLOTZ, 2016). Permafrost-Studien 

ergaben, dass die durchschnittliche N2O Konzentration in der Atmosphäre in den letzten 

800.000 Jahren nicht über 280 ppbv anstieg (ROCKSTRÖM et al., 2009; SCHILT et al., 2010). 

Erst durch die Intensivierung der landwirtschaftlichen Düngung ab dem Jahr 1900, vor allem 

durch die Entwicklung und industriellen Anwendung des Haber-Bosch-Verfahrens, stieg die 

Konzentration drastisch an (ERISMAN et al., 2008; SMITH et al., 2012; DE VRIES et al., 2013; 

ERISMAN et al., 2013; DAVIDSON UND KANTER 2014; STEFFEN et al., 2015; KANTER et al., 2016). 

Land- und Forstwirtschaft sowie andere Landnutzungsaktivitäten waren im Zeitraum 2007 

bis 2016 für etwa 13 % der CO2, 44 % der Methan (CH4) und 81 % der Distickstoffmonoxid 

(N2O) Emissionen anthropogenen Ursprungs weltweit verantwortlich  (IPCC, 2020). Dies 

entspricht 23 % der gesamten anthropogenen Nettoemissionen von Treibhausgasen. 

Während sich der Anteil des nicht-biologischen N2O-Ausstoßes, beispielsweise durch die 

Verbrennung fossiler Brennstoffe und der Schmutzwasseraufbereitung seit 1997 stetig 

verringert , steigt die Emission durch die Landwirtschaft und die Nutztierhaltung  unverändert 

weiter an (IPCC, 2014; ROCKSTRÖM et al., 2009; STEFFEN et al., 2015). Die zunehmende 

Imbalance zwischen gebundenem (reaktiven) Stickstoff und N2 des biogeochemischen 

Stickstoffkreislaufs und die damit einhergehende Beeinflussung der zukünftigen 

Lebensbedingungen der Erde geben Anlass zur Sorge.  

Industriell wird  das bei Raumtemperatur farblose und nicht entflammbare Gas N2O oftmals 

bei operativen Eingriffen in der Zahnmedizin als Anästhetikum verwendet oder auch, durch 
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die schmerzstillende Wirkung, leider als sog. Partydroge missbraucht. Hierbei wird 

unterschätzt, dass Lachgas ein Biozid ist und Vitamin B12-abhängige Enzyme beeinträchtigt. 

Zu den natürlichen Quellen der Lachgas-Entstehung zählen mikrobielle  Stoffwechselwege 

unter (mikro -)aeroben und anaeroben Bedingungen wie die Denitrifikation  (ZUMFT & 

KRONECK, 2006), die Nitrifizierung (STEIN, 2011) und die dissimilatorische Nitrat/Nitrit -

Reduktion zu Ammonium (DNRA) (BLEAKLEY & TIEDJE, 1982). Hinzu kommt di e N2O 

Produktion durch Ammonium -oxidierende Thaumarchaeota oder Methan- oxidierende 

Bakterien sowie durch unterschiedliche Pflanzen (SIMON, 2002; STEIN, 2011; CAMPBELL et al., 

2011; CHANDRAN et al., 2011; SCHREIBER et al., 2012; SIMON & KLOTZ, 2013; STIEGLMEIER 

et al., 2014; KOZLOWSKI et al., 2016; STEIN UND KLOTZ, 2016; TORRES et al., 2016; HEIN & 

SIMON, 2019; LENHART et al., 2019 STEIN, 2020). Aufgrund ihres Potentials zur 

Emissionsminderung erhalten Mikroben, welche Lachgas sowohl produzieren als auch 

reduzieren können, zunehmende Aufmerksamkeit. Vor allem nicht-denitrifizierenden 

Lachgasreduzierer sind von besonderem Interesse, da sie als N2O-Senken fungieren und das 

von anderen Mikroben produzierte Lachgas reduzieren (HALLIN et al., 2018). 

In dieser Arbeit wird vor allem die enzymatische Lachgas-Entstehung aus dem Zwischen- 

und/oder Nebenprodukt Stickstoffmonoxid (NO) hervorgehoben. Entsprechende 

Mikroorganismen sind in der Lage, Stickoxid (NO) als Teil ihres respiratorischen und/oder 

entgiftenden Stoffwechsels zu N2O zu reduzieren. Unter Laborbedingungen wurde 

festgestellt, dass sich NO durch anfallendes Nitrit durch DNRA abiotisch bildet und 

verschiedene Enzyme im Detoxifizierungsprozess NO zu N2O reduzieren (POOLE, 2005; 

LUCKMANN et al., 2014; TORRES et al., 2016). Die Anwesenheit von reaktiven Stickstoffspezies 

wie Nitrit, NO und Hydroxylamin könnten d urch die sog. Co-Denitrifikation oder 

BioNitrosation auch zu Bildung von sog. Hybrid-N2O beitragen (SPOTT et al., 2011; 

KOZLOWSKI et al., 2016). Eine weitere Quelle könnte die abiotische N2O Produktion durch 

Chemodenitrifikation sein (ZHU-BAKER et al., 2015; ONLEY et al., 2017; LIM et al., 2018). 

Der Beitrag dieser Stoffwechselwege und abiotischer Reaktionen an der N2O-Freisetzung aus 

natürlichen mikrobiellen Gemeinschaften ist bisher nicht aufgeklärt und ist von mehreren 

Faktoren wie die Verfügbarkeit von Kohlenstoff und Sauerstoff, dem C-N-Verhältnis, pH, der 

Anwesenheit von Nitrat und Nitrit sowie der Bioverfügbarkeit von Kupferionen abhängig 

(FELGATE et al., 2012; HALLIN et al., 2018; YOON et al., 2019; STEIN, 2020). 

1.2. Mikrobieller N2O-Metabolismus  

Der Stickstoff-Kreislauf ist einer der wichtigsten biogeochemischen Zyklen der Biosphäre und 

seine Biochemie basiert auf unterschiedlichen dissimilatorischen (respiratorischen) und 

assimilatorischen Redoxreaktionen. Während der assimilatorischen Verarbeitung von 

Stickstoff wird dieser in die Biomasse (DNA, Proteine) des Organismus eingebaut. Im 

Gegensatz dazu wird während des dissimilatorischen Prozesses, durch das Aufbauen eines 

Protonengradienten entlang der Membran, Energie in Form von ATP konserviert. Diese 

metabolischen Wege werden hauptsächlich von Mikroorganismen durchgeführt, nutzen die 

Nitratreduktion zu Nitrit bzw. die Reduktion von Nitrit als ersten Schritt der Atmung (Abb. 

1) und lassen sich unterteilen in die Denitrifikation, anaerobe Ammoniumoxidation 
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(Anammox) und dissimilatorische Nitrat und Nitrit Reduktion zu Ammonium  (DNRA) 

(KARTAL et al., 2012). Im Regelfall sind die daraus entstehenden Produkte elementarer 

Stickstoff bei der Denitrifikation und Anammox sowie NH 4
+  bei der DNRA. Jedoch existieren 

viele Organismen, die als sog. partielle Denitrifizierer bezeichnet werden, da diesen 

Bakterien das letzte Enzym zur Reduktion von N2O zu N2 fehlt ( PHILIPPOT et al., 2011). Somit 

setzt die Denitrifikation das Treibhausgas N2O als Intermediat in die Atmosphäre frei, sobald 

umweltbedingte Einschränkungen oder das Fehlen einer intakten N2O Reduktase die 

Reduktion von N2O zu N2 verhindern. Es wurde zudem gezeigt, dass auch über DNRA 

geringere Mengen N2O als Nebenprodukt der Nitrat - und Nitrit -Reduktion zu Ammonium 

freigesetzt werden (LUCKMANN et al., 2014; s. Kapitel 1.5). 

 

Abb. 1 Schematische Darstellung des globalen Stickstoff-Kreislaufs. Mögliche N2O-Quellen durch 

Nebenreaktionen des farblich zugehörigen mikrobiellen Prozesses werden durch gepunktete Linien dargestellt. 

Bei der Nitrifikation (orange) wird Lachgas aus den Zwischenprodukten Hydroxylamin durch Oxidation oder aus 

Lgrpgr bspaf ´Lgrpgdgxgcpcp-Bclgrpgdgi_rgml§ _jq Lc`clnpmbsir dpcgecqcrxr, @cg bcp ij_qqgqafcl Bclgrpgdgi_rgmn (rot)  

ist Lachgas ein Zwischenprodukt, welches bei unvollständiger Denitrifikation freigesetzt wird. Bei DNRA (grün)  

wird Lachgas als Nebenprodukt der NO-Detoxifikation gebildet, welches ebenfalls mittels N2O-Reduktase 

verbraucht werden kann. Weitere Stoffwechselwege: Anammox (lila), Stickstofffixierung (blau), Assimilation 

bzw. Mineralisierung aus organischen Verbindungen (schwarz) (STEIN UND KLOTZ, 2016; SIMON, 2021).  

1.3. Denitrifikation  

Als Denitrifikation wird die reduktive Umwandlung von löslichen Stick stoffoxyanionen zu 

gasförmigem Stickstoffoxid und elementaren Stickstoff bezeichnet. Sie umfasst vier 

enzymatische Reduktionsschritte in der anaeroben Atmung. Hierbei wird Nitrat (NO3
-) über 

Nitrit (NO 2
-), Stickstoffmonoxid (NO) und Distickstoffmonoxid (N 2O) zu N2 reduziert. Jedes 

einzelne Zwischenprodukt dient während der anaeroben Atmung von Mikroorganismen als 

Elektronenakzeptor für nachfolgend gezeigte (Gleichung 1 bis 4) finale Reduktasen (ZUMFT, 

1997).   
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Nitratreduktase NO3
- + 2 e - + 2 H +   Ą NO2

- + H 2O  (1)  

Nitritreduktase  NO2
- + 1 e - + 2 H +   Ą NO + H 2O   (2)  

NO-Reduktase  2 NO + 2 e - + 2 H +   Ą N2O + H 2O   (3)  

N2O-Reduktase N2O + 2 e - + 2 H +   Ą N2 + H 2O   (4)  

Die Denitrifikation ist sowohl in wenigen Archaeen (TREUSCH et al., 2005) als auch in Pilzen 

(SHOUN UND FUSHINOBU; 2017) vertreten. Weiter verbreitet ist der Prozess jedoch in 

Bakterien, vor allem innerhalb der Alpha-, Beta- und Gammaproteobakterien. Die meisten 

Erkenntnisse stammen aus gramnegativen Bakterien wie Paracoccus denitrificans oder 

Pseudomonas stutzeri und Pseudomonas aeruginosa, welche bisher als Modelorganismen der 

Denitrifikation genutzt wurden ( ZUMFT, 1997; VAN SPANNING et al., 2007; TORRES et al., 

2016). Wie zuvor beschrieben erfolgt die Denitrifikation in vier enzymatischen Schritten und 

kann durch die folgenden Enzyme katalysiert werden: Die respiratorischen Nitratreduktasen 

Nap (periplasmatisch) oder Nar (membran-assoziierte), die assimilatorische, 

cytoplasmatische Nitratreduktase (Nas), die Nitritreduktasen (NirK oder NirS), die NO -

Reduktasen (cNor, qNor oder CuANor) sowie die N2O-Reduktase (NosZ). Das Vorkommen 

der einzelnen Reduktasetypen variiert innerhalb der denitrifizierenden Organismen. Die 

meisten verfügen über eine oder mehrere der genannten Nitratreduktasen, welche zur 

Molybdopterin -Oxidoreduktase-Superfamilie gehören (GONZÁLEZ et al., 2017; TORRES et al., 

2016, SIMON & KLOTZ, 2013). P. denitrificans und Paracoccus pantotrophus besitzen zum 

Beispiel sowohl Nap als auch Nar. Hierbei wird Nap zur anaeroben Nitratatmung verwendet 

oder dient zur Aufrechterhaltung der Redox-Homöostase (ELLINGTON, et al., 2002).  

Die periplasmatische Nitratreduktase Nap ist i.d.R. ein Heterodimer mit der katalytisc hen 

Untereinheit NapA (90 kDa) und dem Cytochrom c-haltigen NapB (15 kDa). Erstere enthält 

einen Mo-bis-MGD Cofaktor sowie ein [4Fe-4S] Zentrum (SIMON & KLOTZ, 2013). Das 

lösliche NapB beherbergt zwei Häm c und erhält durch Interaktion Elektronen vom 

membran-gebundenen NapC (25 kDa). Letzteres ist eine vier Häm c enthaltende Chinol-

Oxidase, die Elektronen aus dem Chinonpool schöpft. Die kodierenden Gene dieser sowie 

für die Synthese, Reifung und die enzymatische Aktivität nötigen Proteine sind in 

P. denitrificans im Operon napEFDABC angeordnet. In den Organismen Escherichia coli und 

Wolinella succinogenes werden sie im Operon napFDAGHBC bzw. napAGHBFLD kodiert. 

Hierbei wurde NapGH als weitere Chinoloxidase identifiziert, wobei NapH als membran-

gebundene Chinoldehydrogenase und NapG als Fe-S Protein im Elektronentransport zu 

NapB fungieren. Es existieren jedoch auch Organismen wie Desulfovibrio desulfuricans, in 

denen kein NapB existiert und NapA als Monomer vorliegt und bspw. NapG als Redoxpartner 

dient ( MARIETOU et al., 2005). Auch in E. coli liegt NapA, trotz der Existenz von NapB, als 

Monomer vor (JEPSON et al., 2007). Strukturanalysen lassen vermuten, dass die monomere 

Klasse an NapA strukturell die evolutionäre Verbindung zwischen dem heteromeren Nap und 

den Nar Enzymen bildet (JEPSON et al., 2006). Nap-Reduktasen sind nicht selbstständig in 

der Lage einen Protonengradienten aufzubauen, es sei denn, sie assoziieren wie in E. coli mit 

einem Protonen-beförderndem Enzym, die NADH-Dehydrogenase NuoA-N (MORENO-VIVIAN 

et al., 1999). Durch solch eine Assoziierung können auch Nap-Reduktasen zur anaeroben 
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Atmung in unterschiedlichen gramnegativen Bakterien beitragen (STEWART et al., 2002; 

BEDMAR et al., 2005; LIU et al., 1999; BEDZYK et al., 1999).  

Die Membran-assoziierte Nitratreduktase Nar ist ein großer Komplex aus drei Untereinheiten 

(NarGHI). Die Untereinheit NarG (140  kDa) liegt im Cytoplasma und enthält ein Mo[MGD] 2 

sowie ein [4Fe-4S]-Cluster. NarH (60 kDa) assoziiert mit NarG und enthält ein [3Fe-4S]- 

sowie drei [4Fe-4S]-Cluster. Dieser kleinere Komplex (NarGH) ist mit NarI (25  kDa), einer 

Dihäm-Cytochrom b Chinol-Dehydrogenase, an der Membran verankert und erhält über NarI 

die Elektronen aus dem Chinonpool. Diese Proteine werden im Operon narGHJI kodiert, 

wobei narJ für ein cytoplasmatisches Chaperon kodiert. Dieses Chaperon dient zur Reifung 

und Insertion des NarGHI Komplexes in die Membran (PINCHBECK et al., 2019). Das nar-

Operon ist innerhalb der Bakterien stark konserviert und kommt in DNRA-Organismen wie 

E. coli und Bacillus subtilis vor. Nar-Reduktasen koppeln die Nitrat-Reduktion an die 

Protonentranslokation über die Membran, wodurch ATP generiert wird (DURAND & GUILLIER, 

2021).  

Die assimilatorische Nitratreduktase Nas kann in Bakterien in zwei Klassen unterteilt 

werden: Die NADH-abhängige und die Ferredoxin- oder Flavodoxin-abhängige Nas. NADH-

abhängige Nas sind Heterodimere aus einer FAD-enthaltenden Diaphora (45 kDa), einer 

katalytischen Untereinheit (95 kDa) mit Mo[MGD] 2 als Cofaktor und einem N-terminalen 

[4Fe-4S] Zentrum ( MORENO-VIVIAN et al., 1999; RICHARDSON et al., 2001). Die Mehrheit 

dieser Nas-Klasse kommt in Proteobakterien vor.  

Das durch die Nitratreduktasen entstandene Nitrit wird nun im zweiten Schritt der 

Denitrifizierung zur Produktion von NO genutzt. Hierfür sind respiratorische 

Nitritreduktasen verantwortlich von denen zwei Typen existieren: Die Kupfer -abhängige 

Nitritreduktase NirK und die Cytochrom cd1-Nitritreduktase NirS ( MOURA & MOURA, 2001; 

RINALDO et al., 2008; VAN SPANNING, 2011). Für die Reduktion von NO2
- zu NO im Periplasma 

beziehen die Reduktasen Elektronen mittels Cytochrom c oder Pseudoazurin über den 

Cytochrom bc1 Komplex. Die Mehrheit der Denitrifizierer besitzen jeweils nur einen Typ der 

Nitritreduk tasen, jedoch zeigten genomische Vergleiche, dass auch einige wenige 

Organismen mit beiden Reduktasen existieren (JANG et al., 2018, SÁNCHEZ & MINAMISAWA, 

2018). Das Kupfer-abhängige NirK Enzym wird durch das einzelne Gen nirK  kodiert  und 

kommt sowohl in gramnegativen als auch in grampositiven Bakterien vor (SUHARTI & DE 

VRIES, 2005). NirK ist ein Homotrimer und besitzt drei Typ 1 (T1Cu) und drei Typ 2 (T2Cu) 

Kupferzentren. Während der Denitrifikation bindet Nitrit am T2Cu, erhält Elektronen über 

die T1Cu Bindestelle und wird zu NO reduziert (HORRELL et al., 2017). Die Cytochrom cd1-

Nitritsreduktase NirS wird durch das Gen nirS kodiert, welches, anders als nirK , in einem 

Operon liegt und ein funktionelle s Homodimer bildet. Die weiteren, im Operon liegenden 

Gene sind zur Synthese und Aufbau des Häm d1 Cofaktors sowie den Einbau ins aktive 

Zentrum notwendig ( BALI et al., 2014; RINALDO et al., 2007). NirS enthält eine kleine Häm 

c-Domäne, von welcher die Elektronen zur größeren Häm d1 Domäne pro Monomer 
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gelangen. Nitrit bindet in letzterer und wird zu NO reduziert ( RINALDO et al., 2008). 

Charakterisiert wurde NirS bisher in gramnegativen Bakterien (BALI et al., 2014).  

Im dritten Schritt der Denitrifikation wird NO zu N 2O reduziert. Diese Reaktion wird von 

Nor Enzymen an der äußeren Seite der Cytoplasmamembran katalysiert, welche in drei 

unterschiedliche Gruppen eingeteilt werden: cNor, qNor und CuANor (weitere Details in 

Kapitel 1.8). Hierbei liegt der Unterschied zwischen den verwendeten Elektronendonatoren 

c-Typ Cytochrom und/oder Chinone (DE VRIES et al., 2007; TOSHA & SHIRO, 2017). Das von 

Nor-Enzymen produzierte N2O wird im letzten Schritt der Denitrifikation zu N 2 reduziert. 

Dies wird durch das einzig bekannte N2O reduzierende Enzym NosZ katalysiert.  

1.4. N2O-Reduktase und nos-Gencluster  

Die sauerstoffsensitive N2O Reduktase NosZ (120 bis 160 kDa) ist ein Kupfer-enthaltendes 

Enzym (Abb. 2), welches als Homodimer vorliegt und in einer exergonen Reaktion N2O 

mittels zwei Elektronen zu N2 reduziert ( SIMON ET AL., 2004). Jedes Monomer besteht jeweils 

aus einem N-terminalen, siebenblättrigen ß-Propeller sowie einer C-terminalen Cupredoxin-

Domäne und enthält zudem zwei unterschiedliche Kupferzentren: Das binukleare CuA und 

das tetranukleare Kupfer-Schwefel-Zentrum. CuZ ist das katalytische Zentrum und erhält die, 

für die Reaktion nötigen, Elektronen von CuA. CuZ kann im inaktiven Zustand 4Cu1S (CuZ
*) 

oder im aktiven Zustand 4Cu2S vorliegen. Durch sieben Histidinreste werden die vier 

Kupferatome im katalytischen Zentrum koordinativ gebunden. Mittels phylogenetischer 

Analysen ergaben sich zwei monophyletische Gruppen der N2O-Reduktase, welche 

unterschiedlich in den verschiedenen mikrobiellen Taxa verteilt sind. Klade I ist 

hauptsächlich in denitrifizierenden Organismen vertreten, wohingegen Klade II in nicht -

denitrifizierenden Bakterien vorkommt ( HALLIN, et al., 2018; HEIN & SIMON, 2019). 

Die N2O-Reduktasen der zwei Kladen unterscheiden sich nicht nur durch ihr Vorkommen, 

sondern hauptsächlich durch ihre genetische Organisation und werden daran auch 

charakterisiert (Abb. 3). Sowohl für Klade I als auch Klade II sind für die Expression, Reifung 

und Aufrechterhaltung des NosZ Holoenzyms mehrere Hilfsproteine notwendig. In Klade I 

sind diese Proteine beispielsweise im nos-Gencluster nosRZDFYL kodiert, wobei in einigen 

Fällen nosX und nosC hinzukommen. Die Gene nosDFY kodieren für einen ABC-Transporter 

(NosFY) und ein periplasmatisch interagierendes Protein (NosD), welche beide als 

essenzielle Proteine für die Bildung der [4Cu:2S] Seite von CuZ identifiziert wurden (ZHANG 

et al., 2019). Das Gen nosL kodiert in P. denitrificans ein Cu (I) bindendes, essenzielles 

Protein für die Bildung der CuZ Seite (BENNETT et al., 2019). NosR und NosX spielen 

dahingegen keine Rolle in der CuZ Biogenese, aber sie tragen zur Aufrechterhaltung des 

reduzierten CuZ
 bei, weswegen sie somit auch an der Reduktion von N2O in vivo beteiligt 

sind (WUNSCH & ZUMFT, 2005; HEIN & SIMON, 2019; SIMON, 2021). 
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Abb. 2. Model der kupferhaltigen N 2O-Reduktase NosZ aus P. stutzeri und deren Kupferzentren (POMOWSKI et al., 

2011). (A) Strukturmodel des homodimeren Enzyms in sog. head-to-tail  Orientierung. (B) Jeweilige Abstände 

zwischen CuA und CuZ. Der CuA-CuZ-Abstand innerhalb eines Monomers ist etwa 40 Å und somit zu groß für 

einen effizienten Elektronentransfer. Stattdessen befindet sich die CuA-Stelle des einen Monomers in einem 

Abstand von nur 10 Å von CuZ im anderen Monomer. (C) Das CuZ Zentrum mit zwei Schwefelatomen (SZ1 und 

SZ2). (D) Das CuA-Zentrum, sowohl im Zustand mit His 583 als Ligand von CuA1 (transparent) al s auch die 

isolierte Form (undurchsichtig), bei der das Histidin kein Ligand für das Metall ist.  

 

Im -Proteobacterium Wolinella succinogenes, einem Vertreter der Mikroorganismen mit 

einer Klade II NosZ, sind die nötigen Proteine im Gencluster nosZBDGC1C2HFL1YL2L3 

angeordnet. Hierbei ist zu beachten, dass die Anwesenheit von nosB sowie die Abwesenheit 

von nosR und nosX charakteristisch für Klade II sind. Das Gen nosZ kodiert im Falle von 

W. succinogenes für eine Cytochrom c-N2O-Reduktase (cNosZ). Diese terminale Reduktase 

besitzt anders als die Klade I NosZ eine zusätzliche C-terminale, monohäm Cytochrom c-

Domäne mit einem möglichen CXXCH Häm-c-Bindemotif. Diese Domäne dient vermutlich 

als Elektronendonator für das CuA Zentrum (SIMON et al., 2004). Die Gene nosD, -Y und -F 

kodieren für einen membrangebundenen ABC-Transporter, bei welchem das Protein NosF 

die Funktion der ATP-bindenden und hydroly sierenden Untereinheit übernimmt. Mit NosF 

interagiert das membranständige Protein NosY an der cytoplasmatischen Seite der Membran. 

Es wird vermutet, dass die NosL Proteine als Kupfer-Chaperone fungieren und für den Einbau 

von Kupfer in das katalytische Zentrum notwendig sind. Hierbei wäre NosL1 ein 

membranverankertes Lipoprotein und stünde mit dem NosDYF-Komplex in Kontakt. 

Letzterer könnte somit als kupfertransportierender ATPase-Komplex dienen. 

cytoplasmatisches Kupfer könnte wiederum von NosL2 und NosL3 an den NosDYF-Komplex 

geliefert werden (ELLER et al., 2019). Es besteht die Möglichkeit, dass NosL2 für die Aktivität 
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von NosZ verantwortlich sein könnte. In welcher Form wird derzeit noch geklärt. Die 

Proteine NosG, -C1, -C2 und -H könnten einen membrangebundenen Komplex formen. Solch 

ein Komplex existiert bereits in vielen Organismen und wird durch die Homologe NapG und 

NapH repräsentiert. Dabei könnten die zwei Monohäm Cytochrome NosC1 und NosC2 als 

Redoxpartner fungieren (HEIN & SIMON, 2019).  

 

Abb. 3. Organisation des repräsentativen nos-Genclusters der Klade I und II (verändert nach HEIN & SIMON, 2019). 

Die Funktionen der Genprodukte sind farblich charakterisiert: N2O-Reduktase (pink), Elektronentransportprotein 

(rot), Ku pferchaperon (gelb), Biogenese und Instandhaltung des Nos-Systems (grün). Das nssC-Gen von 

W. succinogenes kodiert für einen N 2O-Atmung essenziellen Transkriptionsregulator der Crp/Fnr -Superfamilie 

(KERN & SIMON, 2016). 

 

1.5. Dissimilatorische Nitratreduktion z u Ammonium  

Die anaerobe dissimilatorische Nitrat -/Nitrit -Reduktion zu Ammonium (DNRA) ist ein 

zweistufiger Prozess, der von unterschiedlichsten, heterotrophen und 

chemolithoautotrophen Bakterien durchgeführt wird ( DALSGAARD & BAK, 1994; BRUNET & 

GARCIA-GIL, 1996; SILVER et al., 2001). Ohne in mikrobielle Biomasse assimiliert zu werden, 

wird Nitrat zu Nitrit und nachfolgend zu Ammonium reduziert ( TIEDJE et al., 1982). Der erste 

Schritt wird , gleichermaßen der Denitrifikation , als Nitrat -Atmung bezeichnet, während der 

zweite Schritt sowohl dissimilatorisch als auch fermentativ ablaufen kann (COLE & BROWN, 

1980; COLE, 1990; KERN & SIMON et al., 2009; SIMON & KLOTZ, 2013; WANG et al., 2019). Im 

Gegensatz zur Denitrifikation führt d ie DNRA zu einem Transport von acht Elektronen und 
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besitzt somit, durch ein höheres Verhältnis von Elektronendonator zu Elektronenakzeptor, 

einen Vorteil (TIEDJE, 1988; SILVER et al., 2001; YOON et al., 2015A, 2015B; VAN DEN BERG 

et al., 2015, 2016, 2017; PANDEY et al., 2019). Daher wird angenommen, dass die 

Nitratreduktion zu Ammonium der bevorzugte Stoffwechselweg zur Energiekonservierung 

für Mikroorganismen unter anaeroben Bedingungen ist (STROHM et al., 2007). Zudem 

entstehen, im Normalfall keine entweichenden, gasförmigen Stickstoff-Verbindungen wie 

NO und N2O als Zwischenprodukte, welche dem Ökosystem als Stickstoffquelle nicht mehr 

zur Verfügung stehen. Neben Formiat als Beispiel für eine organische Verbindung, können 

auch anorganische Verbindungen wie Wasserstoff als Elektronendonator dienen. Wie 

während der Denitrifikation wird der erste Schritt der Ammonifikation durch eine 

membrangebundene Nitratreduktase vom Nar-Typ und/oder eine periplasmatische 

Reduktase vom Nap-Typ katalysiert (Kap. 1.3; SIMON, 2011). In Nitrat -atmenden, 

ammonifizierenden Organismen, wie E. coli, Salmonella enterica oder W. succinogenes fehlt 

die genetische Ausstattung für die bereits beschriebenen Nitritreduktasen NirK und NirS 

sowie die NO-Reduktasen qNor bzw. cNor, wie sie in Denitrifizierer  vorkommen. In DNRA 

Bakterien existieren dafür zwei weitere Klassen der Nitritreduktasen ­ Nir und Nrf. Die 

Sirohäm enthaltende, cytoplasmatische Nitritreduktase NirBD wird durch die Gene nirB und 

nirD kodiert und liegt mit dem , für einen Nitrittransporter kodierendem , Gen nirC in einem 

Operon. Die Cytochrom c Nitritreduktase Nrf liegt hingegen im Periplasma und ist ein 

Pentahäm-Cytochrom c. Sie reduziert Nitrit mit Elektronen aus dem Chinonpool (RUDOLF 

et al., 2002), wobei die Elektronen von der membrangebundenen Chinol-Dehydrogenase 

(NrfH oder NrfCD) zur terminalen Reduktase NrfA gelangen (SIMON, 2002). Die erstmals 

charakterisierte NrfA stammte aus E. coli, jedoch kommt sie in einer Vielzahl von ɿ-, ɾ- und 

-Proteobakterien vor, so auch im nachfolgend beschriebenen Modelorganismus 

W.  succinogenes.  

1.6. Nitrat -ammonifizierende Modellorganismen  

Das nicht-fermentative Pansenbakterium W. succinogenes wird seit langem als 

epsilonproteobakterieller Modellorganismus eingesetzt, um verschiedene 

Elektronentransportketten zu untersuchen, die eine ATP-Bildung durch anaerobe Atmung 

ermöglichen (KRÖGER et al., 2002; SIMON, 2002; KERN & SIMON, 2009; KERN et al., 2011; 

SIMON & KLOTZ, 2013; HERMANN et al., 2015 und Literaturhinweise darin). Es wurde 1961 

erstmals durch Wolin als Kommensale im Rinderpansen beschrieben (WOLIN et al., 1961), 

gehört zur Ordnung Campylobacterales und ist im Gegensatz zu anderen Vertretern dieser 

Ordnung weder human- noch tierpathogen.  

W. succinogenes ist ein gramnegatives, respiratorisch vielseitiges und anaerobes als auch 

mikroanaerobes Bakterium. Es verwendet typischerweise Formiat, Wasserstoff oder Sulfid-

Ionen als Elektronendonator. Als Elektronenakzeptor kann es unter anderem Fumarat, 

Nitrat, Nitrit, Polysulfid , Sulfit  und N2O nutzen (KERN et al.,2011; KERN & SIMON, 2009; KERN 

et al., 2011; KRÖGER et al., 2002; SIMON & KRONECK, 2013; ELLER et al., 2019). W. succinogenes 

verwendet für das Wachstum über die respiratorische Nitrat -Ammonium Multi -Protein-
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Enzymsysteme, die Elektronen aus dem Menachinon/Menachinol-Pool entnehmen und an 

eine terminale Reduktase übertragen, die sich auf der periplasmatischen Seite der 

Cytoplasmamembran befindet. Diese Enzymsysteme sind die periplasmatische Nitrat-

Reduktase (Nap), Cytochrom-c-Nitrit -Reduktase (NrfA) und Cytochrom-c-Lachgas-

Reduktase (cNosZ). Das Gencluster napAGHBFLD kodiert mit dem ersten Gen napA die eben 

genannte Nitrat-Reduktase sowie mit napGH Proteine zum Elektronentransport. Letztere 

transferieren die Elektronen vom Menachinol, unter Beteiligung des bc Komplexes, zum 

löslichen NapAB-Komplex, welcher die Nitratreduktion zu Nitrit katalysiert ( KERN & SIMON, 

2008; HEIN et al., 2017). Das membranständige Protein NrfH vermittelt den 

Elektronentransport vom Menachinol zur terminalen Nitritreduktase NrfA, welche 

gemeinsam einen Komplex bilden (SIMON et al., 2000). W. succinogenes benötigt zur 

vollständigen Reduktion eines Nitrat -Moleküls zu Ammonium acht Elektronen. Diese können 

durch die Oxidation von vier Molekülen Formiat zu Verfügung gestellt werden (Gleichung).  

Formiat-Dehydrogenase:  HCO2
-   Ą CO2 + 2 e - + H +     (5)  

Nitratreduktase:   NO3
- + 2 e - + 2 H +   Ą NO2

- + H 2O   (6)  

Nitritreduktase:   NO2
- + 6 e - + 8 H +   Ą NH4

+  + 2 H 2O   (7)  

 

W. succinogenes besitzt, im Vergleich zu klassischen Denitrifizierer , keine NO-produzierende 

NirK- (Kupferabhängige Nitrit-Reduktase) oder NirS-Typ (Cytochrom-cd1-Nitrit -Reduktase) 

Nitritreduktase, oder respiratorische NO-Reduktase der cNor- und qNor-Familie (KERN & 

SIMON, 2009). Jedoch besitzt W. succinogenes wie bereits zuvor erwähnt, die genetische 

Ausstattung für eine funktionsfähige Cytochrom c N2O-Reduktase und ist somit in der Lage 

mit N2O als alleinigen Elektronenakzeptor ein schnelleres Zellwachstum durch den 

exergonen Prozess der N2O-Respiration zu erreichen (HEIN & SIMON, 2019). Dies ist jedoch 

ausschließlich im spezifischen W. succinogenes nosZ+  Stamm (Abb. 4) möglich. 

Interessanterweise besitzt dagegen der Wildstamm W. succinogenes DSM1740 keine 

funktionelle N 2O-Reduktase, da das Gen nosZ durch ein Insertionselement (IS1302) 

unterbrochen ist. Dieses Element kodiert eine Transposase und verhindert die Produktion 

eines funktionsfähigen cNosZ (BAAR et al., 2003; SIMON et al., 2004; SIMON & KRÖGER, 

1998).  

 

 

Abb. 4. Das nos-Gencluster von W. succinogenes Wildstamm und nosZ+  Stamm (verändert nach ZUMFT et al., 

2004).  
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Abb. 5. Modell der Elektronentransportkette von MKH2 zu N2O eines N2O-atmenden Bakterium (z.B. 

W. succinogenes), das einen Nos-Gencluster der Klade II enthält, der für cNosZ und NapG, -C1, -C2 und -H kodiert 

(HEIN & SIMON, 2019). Der Einfachheit halber sind nur monomere Enzymformen dargestellt. Die Untereinheit 

QcrC des elektrogenen Rieske/Cytochrom bc-Komplexes ist in Epsilonproteobakterien ein Dihaem-Cytochrom c. 

NosH und NosB bilden jeweils vier Transmembransegmente, NosC2 ist vermutlich durch eine einzelne 

hydrophobe Region an der Membran verankert. Schwarze Pfeile: Elektronentransportreaktionen, die an der N2O 

Atmung/Denitrifikation beteiligt sind . Rote Pfeile: Wege zur reduktiven Aktivierung von NosZ oder 

Kupfertransferreaktionen. Roter Doppelpfeil: Fusionsproteinvarianten, die zwei normalerweise individuelle Nos-

Proteine verbinden, die in den Genomen einiger Organismen der Klade II kodiert werden. b, Häm b; c, Häm c; 

CuZ, A, binukleare CuA- und tetranukleare CuZ-Zentren von NosZ. Der gelbe Würfel und die Raute symbolisieren 

die [4Fe-4S] bzw. [2Fe-2S] Zentren. ETP, unbekanntes Elektronentransportprotein (niedriges Potential). Kreis 

mit X kennzeichnet eine M/MKH 2-reaktive Stelle.  

 

Im Stamm W. succinogenes nosZ+  werden für die Reduktion von Lachgas Elektronen über die 

Oxidation von Formiat und Menachinol bereitgestellt. Hierbei dient die katalysierte Reaktion 

zwischen Elektronendonator und -akzeptor dem Aufbau eines Protonengradienten. Durch 

den Formiatdehydrogenase-Komplex (FdhABC) werden Elektronen wiederum bei der N2O-

Reduktion wieder verbraucht. Zusätzlich werden für die Reduktion von einem Mol 

Menachinon (MK) zwei Mol Protonen aus dem Cytoplasma entnommen (Abb. 5) ( HEIN et al., 

2017). Weitere vier Elektronen werden durch den Q-Zyklus des Rieske/Cytochrom bc-

Komplexes (QcrABC) bereitgestellt. Der QcrABC Komplex bildet sich aus dem Rieske-Protein 

(QcrA), dem Dihaem-Cytochrom b (QcrB) und dem Dihaem-Cytochrom c (QcrC) (DIBROVA 

et al., 2013). Des Weiteren liefert die Oxidation von zwei Molekülen Menachinol (MKH 2) zu 

Menachinon 4 Elektronen. Für die Reduktion von N2O werden zwei Elektronen verwendet, 

die anderen zwei Elektronen und zwei Protonen aus dem Cytoplasma werden für die 

Regeneration von MKH2 verwendet. Bei der Oxidation von MKH2 werden zusätzlich 4 

Protonen auf der periplasmatischen Seite freigesetzt und tragen somit zusätzlich zum Aufbau 
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eines Protonengradients bei. Bei diesem Prozess sind FdhABC und QcrABC die elektrogenen 

Komponenten, die für die Erzeugung der Protonenmotivkraft erforderlich sind ( HEIN et al., 

2017). Ist das Gen nosZ, wie im Wildstamm, durch das Insertionselement unterbrochen, 

wurde gezeigt, dass W. succinogenes während des anaeroben Wachstums durch 

Nitratatmung in einem Nitrat -suffizienten Medium (80 mM Formiat; 50 mM Nitrat), trotz 

fehlender, respiratorischen NO-produzierenden Nitritreduktasen, geringe Mengen an NO 

und N2O produziert. Mittels verschiedener Kontrollversuche, unter anderem mit Nitrat -

limitiertem Medium, wurde die abiotische NO Bildung auf die Akkumulation von Nitrit im 

Medium zurückgeführt (LUCKMANN et al., 2014). Prinzipiell sind W. succinogenes-Zellen in 

der Lage NO entweder zu N2O oder Ammonium zu entgiften. Hierfür nutzt es das Protein 

NrfA, das die letztere Reaktion katalysiert und nachweislich eine Rolle bei der nitrosativen 

Stressabwehr spielt (KERN et al., 2011). Neben NrfA gibt es mehrere potentielle Proteine, die 

auf dem Genom von W. succinogenes kodiert sind und die N 2O-Produktion aus NO 

katalysieren könnten. Hierzu gehören ein Flavodieisenprotein (Fdp), das sog. Hybrid-

Cluster-Protein (Hcp) und ein Homolog der NADPH-abhängigen NO-Reduktase aus H. pylori 

(NorH)  (JUSTINO et al., 2012; KERN et al., 2011; LUCKMANN et al., 2014; s. Kapitel 1.8). 

Ein noch recht unerforschter DNRA-Modelorganismus ist Neobacillus vireti. Dieser 

Organismus wurde 2004 erstmals als Bacillus vireti aus Bodenproben in den Niederlanden 

isoliert sowie physiologisch und phylogenetisch charakterisiert (HEYRMAN et al., 2004). 

Kürzlich wurde dieser Mikroorganismus phylogenetisch neu eingeordnet und zählt nun zur 

Gattung Neobacillus (PATEL & GUPTA 2020). Weiterhin handelt es sich bei N. vireti um ein 

bewegliches, 0,6 bis 0,9 µm großes, stäbchenförmiges Bakterium. N. vireti ist ein 

grampositiver Organismus (Phylum Firmicutes), welcher Endosporen bildet und einzeln 

oder paarweise vorliegen kann (Abb. 6). Er ist zu fakultativ -anaerobem, fermentativem 

Wachstum fähig und nach dem hypothetischen Modell von MANIA et al. (2014), welches auf 

einer Genom-Annotation basiert, besitzt N. vireti zusätzlich die genetische Ausstattung zur 

DNRA sowie zu einer partiellen Denitrifikation. Das Genom von N. vireti ist 5,3 Mb groß und 

es existieren zwei unterschiedliche Annotationen über die Anzahl der kodierenden 

Sequenzen (5357 bzw. 4794) und dem GC-Gehalt (37,2 bzw. 39,85 %) (MANIA et al., 2014; 

LIU et al., 2015). Wie bereits erwähnt nutzt N. vireti unter anaeroben 

Wachstumsbedingungen, wie sie oftmals im Boden vorherrschen können, sowohl die 

Fermentation als auch die DNRA und die partielle Denitrifikation zur Energiekonservierung. 

Fermentationsprodukte wie Acetat, Formiat, Laktat und Succinat wurden, bereits abhängig 

von der initialen Nitratkonzentration , bestimmt. Auch Stickstoffgase wie NO, N2O und N2 

wurden in Abhängigkeit der Nitratkonzentration im Medium bestimmt ( MANIA et al 2014). 

Mit Hilfe der Genomsequenzierung nach MANIA et al., 2014 wurden die Gene narGHI und 

nrfHA nachgewiesen, welche für eine DNRA notwendig sind. Desweiten wurden Gene 

identifiziert, die für eine Stickstoffmonoxid - (cbaCBA) sowie für eine 

Distickstoffmonoxidreduktase (nosZ) kodieren und somit an einer Denitrifikation beteiligt 

sind. Hierbei handelt es sich um eine N2O-Reduktase der Klade II, wie bei W. succinogenes 

(jedoch kein cNosZ) (HEIN & SIMON, 2019). Darüber hinaus wurde nicht nur die genetische 

Ausstattung für eine dissimilatorische Reduktion von Nitrat identifiziert, sondern auch  sog. 
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assimilatorische Enzyme wie NasC und NirBD. Hierbei wird die Funktion dieser Enzyme zur 

Stickstoffassimilation sowie die Detoxifizierung von Nitrit im Cytoplasma postuliert ( COLE, 

1996; MANIA et al. 2014). Es wird angenommen, dass N. vireti Nitrat in Abwesenheit von 

Sauerstoff als Elektronenakzeptor nutzt und mittels Nitrat/Nitrit -Antiporter NarK in das 

Cytoplasma gelangt. Hier wird es durch den NarGHI-Komplex oder durch die Reduktase 

NasC zu Nitrit reduziert. Mit hoher Wahrscheinlichkeit wird letzteres 

konzentrationsabhängig, entweder durch den NarK Antiporter in den extrazellulären Raum 

transportiert oder verbleibt im Cytoplasma. Hier könnte es mit Hilfe der Nitritreduktase 

NirBD zu NO reduziert werden. Außerhalb der Zelle wird Nitrit durch den NrfHA -Komplex 

zu Ammonium reduziert. Anhand der Genomsequenz wurde keine NO-bildende 

Nitritreduktase in N. vireti identifiziert, weshalb die NO-Bildung in diesem Organismus noch 

unklar ist. Es wird suggeriert, dass NO entweder durch den chemischen Zerfall von Nitrit 

oder durch eine noch unbekannte enzymatische Reduktion generiert wird. Beruhend auf 

gewonnenen Erkenntnissen aus anderen Prokaryoten könnten die, auch in N. vireti 

vorhandenen Enzyme NasC und NirBD eine besondere Rolle tragen, da ihnen bereits eine 

NO-bildende Funktion zugeschrieben wurde (CABRERA et al., 2016; WEISS, 2006; MAIA & 

MOURA, 2015). Das entstandene NO könnte durch die dissimilatorische NO-Reduktase 

CbaBA (cNor) oder durch detoxifizierend e Enzyme wie Hcp oder Hmp zu N2O reduziert 

werden. Letzteres wird schlussendlich durch die N2O-Reduktase NosZ zu molekularem 

Stickstoff reduziert, anders als bei einigen ausschließlich denitrifizierenden 

Mikroorganismen, denen eine funktionsfähige NosZ fehlt. Die bisher postulierten Ergebnisse 

von N. vireti deuten darauf hin, dass dieser unter physiologischen Bedingungen Nitrat 

(5 mM) hauptsächlich zu Ammonium reduziert, jedoch in der Lage ist, bei erhöhten 

Nitratkonzentrationen  (20 mM)  Lachgas zu produzieren und folglich zu N2 zu reduzieren 

(MANIA et al., 2014).  

 

 

Abb. 6 Elektronenmikroskopische Aufnahmen des grampositiven Bakteriums N. vireti. Zu sehen ist ein 

stäbchenförmiger, beweglicher Organismus mit Flagellen, welcher einzeln oder paarweise vorliegt. Maßstab 

1 µm.   
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1.7. NO-Produktion , NO-Reduktion und nitrosative 

Stresstoleranz in Bakterien  

Stickstoffmonoxid (NO) ist ein heteronukleares, zweiatomiges und wasserlösliches Gas. Ein 

ungepaartes Elektron macht es zu einem extrem reaktiven freien-radikal Gas (NO²), welches 

in Anwesenheit von Sauerstoff innerhalb von wenigen Sekunden oxidiert. Diese Reaktion ist 

konzentrationsabhängig und der Umsatz steigt mit dem Quadrat der NO-Konzentration an. 

Ausschließlich geringe Konzentrationen sind in Anwesenheit von Sauerstoff stabil, 

wohingegen unter anaeroben Bedingungen auch hohe Konzentrationen äußerst stabil sind. 

NO hat konzentrationsbedingt unterschiedliche Funktionen in biologischen Systemen. Es 

kann in geringen Mengen (nM)  als Signalmolekül dienen, während es bei höheren 

Konzentrationen (µM) zytotoxisch wirkt und somit nitrosativen Stress auf Zellen auslöst 

(SALAS et al., 2021). Einerseits ist NO durch seine Wasserlöslichkeit in der Lage durch die 

hydrophilen Teile der Zelle, wie das Cytoplasma, frei zu diffundieren, andererseits kann NO 

durch seine Löslichkeit in organischen Lösungen problemlos Membranlipide durchqueren 

(TOLEDO & AUGUSTO, 2021). In Anwesenheit von Superoxid Anionen (O2
²-) und molekularem 

Sauerstoff (O2) formt NO reaktive Stickstoffspezies (RNS; Bspw. ONNOO-, NO2
-. N2O3, NO+  

und NO-) oder führt zur Bildung von OH ² oder CO3
²- Radikalen (BARTBERGER et al., 2002; 

POOLE, 2005; HUGHES, 2008; MÖLLER et al., 2019). Somit ist NO in der Lage mit einer 

Vielzahl von zellulären Molekülen, wie Thiolgruppen und Metallzentren von Proteinen, zu 

reagieren (COLE, 2018; FANG, 2004). Nitrosativer Stress bringt ein hohes Level an S-

Nitrosylierung von Proteinen hervor (HAUSLADEN et al., 1996) und zerstört DNA (WEISS, 

2006). NO reagiert mit Metallionen und die nitrosylierten Produkte können durch trans -

Nitrosylierungsreaktionen weitere Produkte, wie beispielsweise S-nitrosylierte Proteine 

hervorbringen. Metalloproteine mit einem 4Fe-4S Cluster, die in 

Elektronentransferreaktionen als Enzyme oder Transkriptionsfaktoren fungieren, sind 

besonders stark betroffen. Diese sind anfällig für die Nitrosylierung und somit auch für eine 

Inaktivierung durch NO (WANG et al., 2016). Somit verändert die Exposition von NO die 

Genregulation und stört den Stoffwechsel durch Inaktivierung von Schlüsselenzymen. Dies 

beinhaltet Transkriptionsfaktoren wie NorR, NnrR, NsrR, HcpR und DNR (STERN & ZHU, 

2014). 

1.8. Biosynthese und Reduktion bzw.  Detoxifizierung von NO 

in Bakterien  

Bakterien werden, durch verschiedene chemische und biochemische Quellen in vielen 

variierenden Umgebungen in einem gewissen Maß direktem oder indirektem NO-Stress 

ausgesetzt. Aufgrund dessen haben sie umfangreiche Schutzmechanismen entwickelt, um 

sich vor nitrosativen Schäden zu schützen. Einer der wichtigsten Schutzmechanismen 

aerober Bakterien ist die Oxidation von NO zu Nitrat. Hierbei wird die Reaktion durch die 

Oxygenase-Aktivität des Hämoglobin-ähnlichen Proteins Hmp katalysiert (POOLE, 2020). 

Diese Aktivität nimmt jedoch drastisch ab, sobald die Sauerstoffkonzentration der 

Umgebung unter 50 µM fällt ( POOLE, 2020; ROBINSON & BRYNILDSEN, 2016). Da eine Vielzahl 
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von Bakterien in einem sauerstofflimitierenden bzw. anoxisch (bzw. mikrooxisch) 

natürlichen Habitat leben, erfordert es eine andere Art der NO-Detoxifizierung als die 

Oxidation zu Nitrat.  

Zu den drei größten NO Quellen, denen anaerobe Bakterien ausgesetzt sind, gehören: I. Die 

NO-Freisetzung während der Immunreaktion ihrer Säugetierwirte (BELVIN et al., 2019), II. 

die NO-Bildung von denitrifizierenden Bakterien während der Reduktion von Nitrat oder 

Nitrit zu N 2 (BRAUN & ZUMFT, 1991) sowie die anaerobe Oxidation von NH4
+ , genannt 

Anammox (KARTAL & KELTJENS, 2016; KUENEN, 2020) als Zwischenprodukt und III. die NO-

Generierung während der Reduktion von Nitrat oder Nitrit zu Ammonium (DNRA) als 

Nebenprodukt (ARKENBERG et al., 2011). Mikroorganismen begegnen und antworten 

fortwährend auf Redoxstress in ihrer natürlichen Umgebung. Vor allem die NO-Produktion 

während der anaeroben Atmung von Nitrat verursacht nitrosativen Stress innerhalb der Zelle 

(SETH et al., 2012). Ein Beispiel wäre die NO-Bildung durch die Nitratreduktase NarGHI aus 

E. coli, welche neben ihrer hauptsächlichen Funktion zusätzlich Nitrit zu NO reduziert, wenn 

kein Nitrat vorhanden ist  (JI & HOLLOCHER, 1988). Viele Bakterien hingegen produzieren eine 

periplasmatische Nitratreduktase (Nap), die eine höhere Affinität zu Nitrat  hat als NarG 

(ROWLEY et al., 2012). 

Eine weitere, geringere Quelle von NO könnte die Nitritreduktasen NirBD sein (CORKER & 

POOLE, 2003; WEISS, 2006). Jedoch wurde für E. coli (COLE, 2018) und auch W. succinogenes 

gezeigt, dass trotz fehlender Nitrat- und Nitritreduktasen NO weiterhin produziert wird. 

Hierbei wird suggeriert, dass die größte Quelle endogenem, nitrosativen Stresses, in 

ammonifizierenden Bakterien, die abiotische NO-Produktion aus Nitrit  ist, welches während 

der Reduktion von Nitrat akkumuliert  (LUCKMANN et al., 2014). 

Bakterien können, durch endogen generiertem und von Wirtszellen produziertem NO, 

potentiell verschiedenen NO-Konzentrationen ausgesetzt werden. Hierfür haben 

Mikroorganismen spezifische Sensoren zur Initialisierung einer nitrosativen Stressantwort  

entwickelt. Diese Proteine detektieren NO-Moleküle und ermöglichen die Expression von 

Enzymen, die NO rapide detoxifizieren, bevor es letale Konzentrationen erreicht. Diese NO-

Sensorproteine sind Eisen-haltige Transkriptionsfaktoren, die spezielle Rollen in der Antwort 

auf NO übernehmen (FLEISCHHACKER & KILEY, 2011). In E. coli existieren zwei direkte NO-

sensierende Proteine (BUSH et al., 2011; D'AUTRÉAUX et al., 2005; SPIRO, 2007; TUCKER et al., 

2005; TUCKER et al., 2010). Der ʎ54-abhänge, transkriptionelle Aktivator NorR und der 

transkriptionelle Repressor NsrR. Auch in Campylobacter jejuni und W. succinogenes wurden 

Nitrat, Nitrit und NO -sensitive Transkriptionsregulatoren, NssR (Nitrosative stress sensing 

Regulator), der Crp-Fnr-Superfamilie, nachgewiesen (ELVERS et al., 2005; KERN & SIMON, 

2016; MONK et al., 2008; SMITH, et al., 2011).  

NO-Detoxifikationswege sind weit verbreitet in Bakterien und dienen der Abwehr gegen NO. 

Enterische Bakterien besitzen viele Mechanismen um sich vor NO zu schützen. Während der 

bakteriellen Denitrifikation wird NO durch Kupfer -haltige (NirK) und cd1-Typ (NirS) 
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Nitritreduktasen gebil det und durch membrangebundene respiratorische NO Reduktasen zu 

N2O reduziert (SIMON & KLOTZ, 2013). Bisher sind drei Typen der Nor-Reduktasen in 

Bakterien identifiziert: cNor, qNor und CuANor (DE VRIES et al., 2007, HENDRIKS et al., 2000, 

TOSHA & SHIRO, 2017). Das monomere Enzym qNor interagiert mit den Chinonen in der 

Membran, wohingegen cNor über seine Untereinheit NorC die nötigen Elektronen zur 

katalyti schen Untereinheit NorB leitet. Die am besten charakterisierten cNor-Typ Enzyme 

stammen aus P. denitrificans, P. stutzeri und P. aeruginosa (KASTRAU et al., 1994). Kodiert 

werden die Untereinheiten von den Genen norCB, welche wiederum mit den Genen norD, -

Q, -E, und -F co-transkribiert werden. Die katalytische Untereinheit NorB enthält 12 

transmembrane Helices, ein Häm b sowie ein binukleares aktives Zentrum aus Häm b3 und 

FeB und wird zur Häm -Kupfer Oxidase Superfamilie gezählt (DASKALAKIS et al., 2015). Die 

vom bc1 Komplex über Pseudoazurin oder Cytochrom c Elektronen vermittelnde Untereinheit 

NorC enthält ein Häm c in ihrer periplasmatischen, hydrophilen Domäne und ist ein 

membranverankertes Protein (DASKALAKIS et al., 2015, MAHINTHICHAICHAN et al., 2018, 

SHIRO et al., 2012, TOSHA & SHIRO, 2017). Zur korrekten Bildung vom NorCB Komplex 

werden die membran-gebundenen Proteine NorD und NorE benötigt (BUTLAND et al., 2001).  

Die NO-Reduktase qNor bezieht Elektronen direkt von Menachinol sowie Ubichinol und 

gleicht sich in ihrer Struktur mit NorB, der cNor Untereinheit. Der Unterschied besteht in 

einer N-terminalen, zur NorC homologen Verlängerung ohne Häm c Bindemotiv. Zudem 

wird angenommen, das qNor durch einen H2O-Kanal aus dem Cytoplasma Protonen 

befördern kann (MATSUMOTO et al., 2012). Dies würde die NO Reduktion, gekoppelt and die 

Chinol Oxidation zu einer elektrogenen Reaktion machen. Der dritte Typ der Nor -

Reduktasen ist eine Untergruppe von qNor, CuANor (AL-ATTAR & DE VRIES, 2015) und kommt 

beispielweise in Bacillus azotoformans vor. Hierbei bildet die Untereinheit NorB einen 

Komplex mit einer weiteren Untereinheit, welche die charakteristische CuA Seite trägt und 

somit in der Lage ist, Elektronen vom Cytochrom c550 zu erhalten. Des Weiteren wurde 

gezeigt, dass auch CuANor einen Protonengradienten entlang der Membran aufbauen und 

somit ATP aus der Reduktion von NO gewinnen kann (DE VRIES et al., 2007). 

Ein Beispiel neben denitrifizierenden Bakterien für NO Reduktion ist der Anammox 

Organismus Kuenenia stuttgartiensis. Dieser kann bei Abwesenheit von Nitrit die NO 

Reduktion an die NH4
+  Oxidation koppeln und nutzt NO somit als terminalen 

Elektronenakzeptor, wodurch Energie konserviert wird (HU et al., 2019).  

Neben den sog. dissimilatorischen NO-Reduktasen existiert eine Vielzahl nicht-

respiratorischer Enzyme die NO zu N2O umsetzten können. Dazu gehören unteranderem das 

Flavodieisenprotein (Fdp), Flavohämoglobin (Hmp), Flavorubredoxin (NorVW), Cytochrom 

c554 (CycA; in Nitrifizierer ), Cytochrom ć -beta (CytS), Cytochrome ć -alpha (CytP) (POOLE, 

2005; SIMON & KLOTZ, 2013), Hybrid -Cluster-Protein (Hcp)  (WANG et al., 2016), sowie eine 

NADPH-abhängige NO-Reduktase (NorH) aus Helicobacter pylori (JUSTINO et al., 2012). 

Wie zuvor erwähnt ist Hmp in der Lage NO zu Nitrat zu oxidieren. Hierbei bildet es ein 

Enzym-gebundenes Nitroxylequivalent, wodurch vom reduzierten Hmp ein Elektron an NO 

gegeben wird und ein Nitroxylanion NO - entsteht. Dieses oxidiert wiederum mit Sauerstoff 

zu Nitrat ( POOLE et al., 1996; VASUDEVAN et al., 1991; HAUSLADEN et al., 2001). Später wurde 
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gezeigt, dass das gereinigte Enzym in der Lage ist, NO zu N2O zu reduzieren und somit in 

der Lage wäre Organismen auch anaerob vor nitrosativem Stress zu schützen (KIM et al., 

1999). Diese Annahme wurde jedoch entkräftigt, da Studien zeigten, dass die NO-

Reduktionsrate von Hmp zu gering und zusätzlich der Km-Wert viel zu hoch ist (GARDNER & 

GARDNER, 2002).  

Eine weitere, potentiell gute NO-Reduktase ist NorV. Sie reduziert NO zu N2O und mit  einem 

hohen Vmax und einem geringen Km für NO zeigt sie ideale Voraussetzungen für einen guten 

Schutz gegen nitrosativen Stress. Jedoch werden NorV und NorW sowohl durch eine ʎ54 

RNA-Polymerase als auch durch den NO-sensierenden NorR Transkriptionsfaktor reguliert. 

Die NO-Affinität von NorR ist jedoch gering, wodurch NorVW erst bei schwerwiegendem 

nitrosativen Stress induziert wird ( GARDNER et al., 2003; GARDNER et al., 1998; GARDNER 

et al., 2002; GOMES et al., 2002).  

Neben Hmp und NorVW wurde erstmals in den frühen 90er Jahren ein Flavodieisenprotein 

(Fdp) gereinigt und charakterisiert ( CHEN et al., 1993), welches neben seiner 

Oxidoreduktase-Funktion zusätzlich im Jahr 2002 als NO-Reduktase in E. coli identifiziert 

wurde (GARDNER et al., 2002; GOMES et al., 2002). 2003 wurde gezeigt, dass Fdp 

bifunktionell und somit in der Lage ist , NO und O2 jeweils zu N2O bzw. H2O zu reduzieren 

(SILAGHI-DUMITRESCU et al., 2003). Flavodieisenproteine sind in unterschiedlichem Umfang 

über alle drei Domänen des Lebens verteilt und unterscheiden sich somit in ihrer Sauerstoff- 

oder NO-Reduktase-Aktivität.  

Eine bisher noch recht unerforschte NO-Reduktase wird durch das Gen hp0013 in H. pylori 

kodiert  (JUSTINO et al., 2012). Es wurde gezeigt, dass eine Inaktivierung des Gens zu einer 

erhöhten Sensitivität von H. pylori auf nitrosativen Stress führt und die NADPH-abhängige 

NO-Reduktaseaktivität stark verringert. Des Weiteren konnte das rekombinante HP0013-

Protein (NorH) einen NO-Reduktase-defizienten E. coli-Stamm komplementieren und weist 

eine signifikante NO-Reduktase-Aktivität auf. Interessanterweise zeigten phylogenetische 

Studien, dass NorH keine signifikanten Ähnlichkeiten in der Aminosäuresequenz mit den 

anderen bisher bekannten mikrobiellen NO-Reduktasen aufweist. Somit zählt es zu einer 

neuen Familie von Proteinen, die in der mikrobiellen Welt weit verbreitet sind, so auch als 

Homolog in W. succinogenes. 

Hauptsächlich als dissimilatorische Nitritreduktase bekannt, ist NrfA auch ein weiteres 

Enzym mit NO-Reduktase-Aktivität . Es nutzt Elektronen aus Menachinol, um NO zu 

Ammonium zu reduzieren (POOCK et al., 2002). Im Gegensatz zu Hmp und NorV wird NrfA 

auch nur während des anaeroben Wachstums synthetisiert. Obwohl Vmax ausreichend hoch 

ist, um hohe NO-Konzentrationen im Periplasma zu reduzieren, ist auch hier der Km für NO 

zu hoch. Somit würde auch NrfA nicht verhindern , dass NO in das Cytoplasma diffundiert  

(VAN WONDEREN et al., 2008). Folglich bietet NrfA allenfalls einen anfänglichen  Schutz vor 

Angriffen durch exogenes NO (COLE, 2018). 

Das in der Literatur meist diskutierte  Enzym hinsichtlich seiner Funktion als NO-Reduktase 

ist das sog. Hybrid-Cluster-Protein Hcp. Diese Enzyme kommen sowohl in extrem 

thermophilen Archaeen als auch in den meisten ɾ, ɿ, und -Proteobakterien vor (CABELLO 
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et al., 2004; OVEREIJNDER, et al., 2009), fehlt jedoch in vielen Methanogenen und 

Denitrifizierer .  

Das Hybrid-Cluster-Protein Hcp ist eine hoch-affine NO-Reduktase und ist das 

hauptsächliche Enzym, das NO unter physiologischen Bedingungen zu N2O reduziert (WANG 

et al., 2016). Zusätzlich soll es essenziell für die S-Nitrosylierung in E. coli sein (SETH et al., 

2018). Hcp enthält zwei Arten von Eisen-Schwefel-Clustern, die in biologischen Systemen 

einzigartig sind: ein würfelartiges [4Fe-4S]-Cluster und ein neuartiges Hybridtyp [4Fe -2S-

2O]-Cluster (VAN DEN BERG et al., 2000). Das [4Fe-4S] Cluster wird durch konservierte 

Cystein-Reste mit dem Motiv Cys-X2-Cys-X7-8-Cys-X5-Cys (X steht für jede andere beliebige 

Aminosäure), in der N-terminalen Region, koordiniert  (FUJISHIRO et al., 2021). 

In der Promotorregion besitzt das E. coli hcp-Gen eine FNR-Bindestelle (RODIONOV et al., 

2005) und wird ausschließlich unter anaeroben Bedingungen durch NO induziert (FILENKO 

et al., 2007). Hcp wird unter Wachstum mit Nitrat in E. coli maximal hochreguliert  (SETH 

et al., 2018). Es wurden drei Klassen von Hybrid-Cluster-Proteinen identifiziert ( RODIONOV 

et al., 2005; HAN et al., 2004; VAN LIS et al., 2020). Klasse I ist weit verbreitet unter 

Mikroorganismen (Bsp. D. vulgaris und D. desulfuricans) und Klasse II ist hauptsächlich in 

gramnegativen, fakultativ anaeroben Bakterien, wie E. coli und Salmonella enterica 

vertreten. Hierbei unterscheiden sich die Klassen in der Länge des Cystein-reichen Motivs 

sowie die Anordnung des Klasse II hcp Gens in einem Operon mit dem Gen hcr (VAN BERG 

et al., 2000; FUJISHIRO et al., 2021). Die Hcp Klasse III besitzt ein ähnliches Cystein-reiches 

Motiv wie Klasse I und unterscheidet sich hauptsächlich durch das Fehlen von 100 

Aminosäuren zwischen dem N- und C-terminalen Bereich sowie durch die Anordnung als 

Homodimer (für weitere Strukturdetails siehe FUJISHIRO et al., 2021).  

Hcp existiert in einer Reihe von gramnegativen, anaeroben und fakultativ anaeroben 

Bakterien und das kodierende Gen hcp wird durch die Anwesenheit von Nitrat, Nitrit 

und/oder  NO induziert  (CADBY et al., 2017; RODIONOV et al., 2004; WANG et al., 2016). 

Für die Charakterisierung von Stressantworten ist es wichtig zu beachten, dass die Grenze 

zwischen chemischen Artefakten und physiologisch relevanten biochemischen Funktionen 

gezogen wird. Hier ist zu unterscheiden, dass sich zum einen der mikrobielle Stoffwechsel 

so entwickelt hat, um Bakterien das Überleben unter natürlichen Bedingungen zu 

ermöglichen und zum anderen, dass die Genexpression reguliert wird, um Bakterien in die 

Lage zu versetzen sich an Umweltveränderungen anzupassen. Nur wenn diese Annahmen 

berücksichtigt werden, kann die Schlussfolgerung wie die Genexpression reguliert wird, ein 

guter Hinweis auf die Funktion des Genprodukts sein (SPIRO, 2007; COLE, 2021).  
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2. Zielsetzung dieser Arbeit  

Untersuchungen mit dem DNRA-Organismus W. succinogenes ergaben, dass dieser bei der 

Zellzucht in einer Nitrat -reichen Umgebung in der Lage ist geringe Mengen N2O zu 

produzieren (LUCKMANN et al., 2014). Es wurde gezeigt, dass sich durch den Überschuss an 

Nitrat folglich Nitrit im Medium akkumuliert. Da W. succinogenes keine NO-bildende 

Nitritreduktase besitzt, wurde angenommen und nachfolgend gezeigt, dass sich NO abiotisch 

im BHI-reichen Medium bildet. Dieses NO muss folglich zu N2O reduziert und im Wildstamm 

von W. succinogenes freigesetzt werden. Um die verantwortlichen Enzyme der N2O-

Produktion zu charakterisieren, wurde in dieser Arbeit die Rolle von NrfHA, Fdp, NorH sowie 

Hcp bei der nitrosativen Stressantwort von W. succinogenes untersucht. Hierzu wurden 

zahlreiche einfache, doppelte und dreifache Gendeletionsmutanten von W. succinogenes 

generiert sowie charakterisiert, um die Enzymologie des NO-Umsatzes und der N2O-Bildung 

aufzuklären. Hierfür wurden DNRA-Wachstumsparameter, nitrosative Stresstoleranz und 

Substrat-/Produktkonzentrationen (Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2) für W. succinogenes 

Wildstamm- und Mutantenzellen ermittelt. Es wurden dafür Nitrat -suffiziente und Nitrat -

limitierte Medien verwendet, sowi e Supplementationen mit zusätzlichem Nitrit und NO. Die 

Methode der Transkriptom-Sequenzierung (RNAseq) wurde gewählt, um die Reaktion der 

Bakterien auf Nitrat , Nitrit  und NO besser zu charakterisieren und die Rolle von Hcp bei der 

nitrosativen Stressantwort besser zu verstehen.  

 

Des Weiteren sollte die Funktion von Schlüsselenzymen im Umsatz von stickstoffhaltigen 

Verbindungen im Mikroorganismus N. vireti entschlüsselt werden. Hierfür w urden 

Deletionsmutanten von N. vireti generiert. Es wurden Einzel- als auch 

Doppeldeletionsmutanten hergestellt, denen die Gene narG, nasC, nrfA, nirBD, hcp, hmp, 

aor, cbaBA, nosB, nosC oder nosZ fehlen. Wachstumsparameter aller Mutantenzellen wurden 

zum Vergleich mit dem Wildstamm ermittelt. Die Bestimmung von Substrat-

/Produktkonzentrationen (Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2) sollte Aufschluss über die 

Rollenverteilung einzelner Enzyme in der Stichstickumwandlung geben. Mittels 

Transkriptomanalysen wurde die Genexpressionen, bzw. deren Veränderung unter 

verschiedenen Wachstumsbedingungen (Anwesenheit von Nitrat , Nitrit und NO ) festgestellt. 

Mit Hilfe der Mikrorespirometrie wurden Erkenntnisse über die Enzymfunktionen von nosB, 

nosC und nosZ in N. vireti erhalten und somit ein globaler Einblick in den 

Stickstoffmetabolismus und die dabei beteiligten Enzyme gewonnen.  
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3. Material und Methoden  

3.1. Organismen 

Die in dieser Arbeit verwendeten Stämme und Mutanten sowie deren wichtigsten 

Charakteristika und Herkunft sind in Tab. 1 zusammengefasst. Das in dieser Arbeit 

verwendete Referenzgenom von N. vireti zur Auswertung von Transkriptomanalysen basiert 

auf der aktuelleren Annotation von LIU et al., 2015. Die hier verwendeten Deletionsmutanten 

wurden wiederum anhand der Genannotation von MANIA et al., 2014 erstellt. 

Tab. 1. Verwendete Organismen und deren wichtigen Charakteristika sowie Referenz/ Herkunft.  

Organismus-

bezeichnung 
Wichtige Charakteristika Referenz/ Herkunft  

E. coli 

1. XL1blue 
endA1 gyrA96(nalR) thi -1 recA1 relA1 lac glnV44 F'[ 

::Tn10 proAB+ ɝlacIq ɝ( lacZ)M15] hsdR17(rK
- mK

+ )  
Agilent Technologies 

2. BL21(DE3) 
F­ ompT gal dcm lon hsdSB(r B

- mB) ʇ(DE3 [ lacI 

lacUV5-T7 Gene 1 ind1 sam7 nin5])  
Invitrogen  

W. succinogenes  

1. DSM 1740 Wildstamm DSMZ 

2. nosZ+  Derivat von 1; trägt ein intaktes nosZ Gen KERN & SIMON, 2016 

3. ɝnrfHA::cat 
Derivat von 1; Inaktivierung der nrfHA Gene durch 

eine Insertion der cat Resistenzkassette; CmR 
SIMON et al., 2003 

4. ɝfdp::kan 
Derivat von 1; Inaktivierung des fdp Gens durch 

eine Insertion der kan Resistenzkassette; KmR 
KERN et al., 2011 

5. ɝnorH::apr 
Derivat von 1; Inaktivierung des norH Gens durch 

eine Insertion der apr Resistenzkassette; AprR 
KERN et al., 2011 

6. ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 3 und 

4; KmR, CmR 
KERN et al., 2011 

7. ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr 

Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 4 und 

5; CmR, AprR 
Diese Arbeit 

8. ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 3 und 

5; KmR, AprR 
Diese Arbeit 

9. ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 3, 4 

und 5; KmR, CmR, AprR 
Diese Arbeit 

10. ɝhcp::kan 
Derivat von 1; Inaktivierung des hcp Gens durch 

eine Insertion der kan Resistenzkassette; KmR 
Diese Arbeit 

11. ɝnrfHA::cat 

ɝhcp::kan 

Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 4 und 

6; CmR, KmR 
Diese Arbeit 

12. ɝnorH::apr 

ɝhcp::kan 

Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 5 und 

6; AprR, KmR 
Diese Arbeit 

N. vireti 

1. DSM 15602 Wildstamm (identisch mit LMG 21834)  DSMZ 

2. ɝnarG Derivat von 1; Deletion des Gens narG NOTHOFER, 2015 

3. ɝnrfA Derivat von 1; Deletion des Gens nrfA NOTHOFER, 2015 

4. ɝnirBD Derivat von 1; Deletion des Gens nirBD LINK, 2015 

5. ɝnosZ Derivat von 1; Deletion des Gens nosZ LINK, 2015 

6. ɝnasC Derivat von 1; Deletion des Gens nasC LINK, 2015 

7. ɝnarG ɝnasC 
Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 2 und 

6 
LINK, 2015 

8. ɝhcp Derivat von 1; Deletion des Gens hcp ALFTER, 2017 

9. ɝcbaBA Derivat von 1; Deletion des Gens cbaBA ALFTER, 2017 

10. ɝhmp Derivat von 1; Deletion des Gens hmp MESSEMER, 2018 
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11. ɝaor Derivat von 1; Deletion des Gens aor MESSEMER, 2018 

12. ɝnosB Derivat von 1; Deletion des Gens nosB MESSEMER, 2018 

13. ɝnosC Derivat von 1; Deletion des Gens nosC MESSEMER, 2018 

14. ɝnrfA ɝnirBD 
Derivat von 1; besitzt die Eigenschaften von 3 und 

4 
MESSEMER, 2018 

3.2. Laborausstattung , Chemikalien, Reagenzien und 

Lösungen 

Tab. 2. Laborgeräte, Verbrauchsmaterialien und Hersteller. 

Produkt  Hersteller  
Autoclav Systec DB-23 Systec Wettenberg 

Autoclav Systec VX-150 Systec, Wettenberg 

Autoklav Biomedis Tuttnauer 5075 ELV 

Block Thermostat  Grant Instruments, Cambridge, GB  
DS-11 Spektrophotometer  DeNOVIX, Wilmington 

Einkanal Mirkoliter -Pipette ROTILABO®   

(0,5-/. Ęj' 

Carl Roth GmbH + Co. KG, 

Karlsruhe  

Einkanal Mirkoliter -Pipette ROTILABO®   

(1000-/.... Ęj' 

Carl Roth GmbH + Co. KG, 

Karlsruhe  

Einkanal Mirkoliter -Pipette ROTILABO®   

(100-/... Ęj' 

Carl Roth GmbH + Co. KG, 

Karlsruhe  

Einkanal Mirkoliter -Pipette ROTILABO®   

(20-0.. Ęj' 

Carl Roth GmbH + Co. KG, 

Karlsruhe  

Einkanal Mirkoliter -Pipette ROTILABO®   

(2-0. Ęj' 

Carl Roth GmbH + Co. KG, 

Karlsruhe  

Erlenmeyerkolben  Schott Duran, Mainz  
FalconTM Zentrifugenröhrchen (15 ml / 50 ml)  Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

FX-6 UniAmp Custom Unisense A/S, Dänemark 

Geldokumentation GelStick IMAGER Intas, Göttingen 

Glasminimagnete für MR-CH Unisense A/S, Dänemark 

Kanülen gelb 0,9*40 mm Sterican® 

Kanülen grün 0,8*120 mm Sterican® 

Küvetten 10*4*45 mm  Sarstedt AG & Co., Nümbrecht  

Mikroskop  
Carl Zeiss Microscopy GmbH, 

Göttingen  

MR Doppel- und Einzel-MR-Chamber Unisense A/S, Dänemark 

MR Halterung für 8 MR-Chamber Unisense A/S, Dänemark 

MR2 Magnetrührer Unisense A/S, Dänemark 

N2O-Sensor MR Unisense A/S, Dänemark 

Nanodrop Spektrophotometer DeNovix DS-11+  DeNovix, Wilmington, USA 

Neubauer Zählkammer (0,2 mm Tiefe)  Hirschmann, Eberstadt  

Objektträger 76*26 mm  Diagonal, Münster  

Petrischale 92*16 mm ohne Nocken Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

pH-Meter WTW inoLab Level 1 WTWTM, Weilheim 

Pipettenspitzen 0,1-/. Ęj Sarstedt AG & Co., Nümbrecht  

Pipettenspitzen 100-1000 µl Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

Pipettenspitzen 1-100 µl Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 

Reaktionsgefäß 1,5 ml bzw. 2 ml Sarstedt AG & Co., Nümbrecht 
Sauerstoff MicroOptode MR Unisense A/S, Dänemark 

Spannungsquelle  
Bio-Rad Laboratories GmbH, 

München 

Spektrophotometer, Genesys 10S UV-Vis Thermo Fisher Scientific, Waltham 

Spritzen 1 ml BD PlastipakTM 

Spritzen 10 ml B. Braun SE, Melsungen 
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Spritzen 5 ml B. Braun SE, Melsungen 

Spritzen 60 ml BD PlastipakTM 

Qrcpgjdgjrcp Dgjrpmnsp Q .*23 ĘK N?R Sarstedt AG & Co., Nümbrecht  

Thermocycler  Analytik Jena 

Tischzentrifuge  Eppendorf 

Vakuum-Pumpensystem MZ 2C Vacuubrand, Wertheim  

Vortex Reax 2000 Heidolph, Schwabach 

Wasserbad PolyScience 

Zentrifuge 5415D Eppendorf, Hamburg 

 

Tab. 3. Chemikalien und Hersteller. 

Produkt  Hersteller  
0-̂Bcqmvw_bclmqgl 3^-triphosphat NEB 

0%-Bcqmvwawrgbgl 3%-triphosphat NEB 

0%-Bcqmvwes_lmqgl 3%-triphosphat NEB 

0%-Bcqmvwrfwkgbgl 3%-triphosphat NEB 

Agarose Standard Carl Roth, Karlsruhe 

Ammoniumchlorid Ó99,5 %, Ph.Eur. Carl Roth, Karlsruhe 

Ampicillin Natriumsalz Ó97 %, für die Molekularbiologie und 

Biochemie 
Carl Roth, Karlsruhe 

Apramycin Sulfatsalz 
Sigma-Aldrich Co. LLC., St. 
Loise, USA 

Brain-Heart-Infusion (BHI)  Carl Roth, Karlsruhe 

Brain-Heart-Infusion-Agar Carl Roth, Karlsruhe 

Calciumchlorid Dihydrat Ó99 %, p.a., ACS Carl Roth, Karlsruhe 

CASO-Agar (TSA) Carl Roth, Karlsruhe 

CASO-Bouillon (Tryptic soi broth (TSB))  Carl Roth, Karlsruhe 

Chloramphenicol Ó98,5 %, Ph.Eur. Carl Roth, Karlsruhe 

di-Kaliumhydrogenphosphat Ó99 %, p.a., wasserfrei Carl Roth, Karlsruhe 

Dimethylsulfoxid ROTIPURAN®  Ó99,8 %, p.a. (DMSO)  Carl Roth, Karlsruhe 

di-Natriumhydrogenphosphat Dihydrat, Ó99,5 %, p.a. Carl Roth, Karlsruhe 

Distickstoffmonoxid Air Liquide, Frankfurt  

Eisensulfat Heptahydrat  Carl Roth, Karlsruhe 
Essigsäure, ROTIPURAN®  100 %, p.a. Carl Roth, Karlsruhe 

Ethanol (EtOH) 99 % p.a. (v/v)  Carl Roth, Karlsruhe 

Ethidiumbromid  Carl Roth, Karlsruhe 

Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA)  Merck, Darmstadt 

Fumarsäure Ó99,5 %, für die Biochemie Carl Roth, Karlsruhe 

Glucose-Monohydrat  Merck, Darmstadt  

Glycerin 87 % p.a. (v/v)  
VWR International, 

Radnor, USA 

Hefeextrakt  Carl Roth, Karlsruhe 

Kaliumchlorid Ó99 %, Ph.Eur., USP  
Sigma-Aldrich Co. LLC., St. 

Loise, USA 

Kaliumdihydrogenphosphat Ó99 %, p.a., ACS Carl Roth, Karlsruhe 
Kaliumhydroxid Ó85 %, p.a. Carl Roth, Karlsruhe 

Kaliumnitrat Ó99 %, p.a., Carl Roth, Karlsruhe 

Kanamycinsulfat Ó750 I.U./mg  Carl Roth, Karlsruhe 

Kupfer(II) -chlorid Dihydrat Ó98 %, reinst Carl Roth, Karlsruhe 

LB-Agar-Fertigmedium Carl Roth, Karlsruhe 

LB-Fertigmedium Carl Roth, Karlsruhe 

L-Cystein Hydrochlorid Monohydrat Ó98,5 %, für die Biochemie Carl Roth, Karlsruhe 

L-Glutaminsäure Ó99 %, für die Biochemie Carl Roth, Karlsruhe 

Magnesiumchlorid Hexahydrat Ó99 %, p.a., ACS Carl Roth, Karlsruhe 

Natriumacetat Ó98,5 %, reinst, wasserfrei Carl Roth, Karlsruhe 

Natriumchlorid, >99,8  % Carl Roth, Karlsruhe 
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Natriumdihydrogenphosphat Monohydrat Ó98 %, p.a., ACS Carl Roth, Karlsruhe 

Natriumdodecylsulfat (SDS) Carl Roth, Karlsruhe 

Natriumformiat Ó99 %, p.a., ACS Carl Roth, Karlsruhe 

Natriumhydroxid Ó98 %, Ph.Eur. Carl Roth, Karlsruhe 

RNAlater 
Thermo Fischer Scientific, 

Dreieich 

Salzsäure 37 %, reinst. Carl Roth, Karlsruhe  

Schwefelsäure 96 %, p.a. Carl Roth, Karlsruhe  

Stickstoff Air Liquid, Frankfurt  
Trichloressigsäure Ó99 %, Ph.Eur., reinst Carl Roth, Karlsruhe 

Tris(hydroxymethyl) -aminomethan, Ó99,9 % (Titration)  
AMRESCO LLC, Solon, 

USA  

Trypton  Carl Roth, Karlsruhe 

Vitaminlösung  Carl Roth, Karlsruhe 

Wasserstoffperoxid 30 %, ACS 
Sigma-Aldrich Co. LLC., St. 

Loise, USA 

 

Tab. 4. Kits und Hersteller. 

Produkt  Hersteller  
GeneEluteTM Gel Extraction Kit Sigma-Aldrich Co. LLC., St. Loise, USA 

GeneEluteTM HP Plasmid Midiprep Kit  Sigma-Aldrich Co. LLC., St. Loise, USA 
GeneEluteTM PCR Clean-Up Kit  Sigma-Aldrich Co. LLC., St. Loise, USA 

3.3. Softwar e und Computerprogramme  

Tab. 5. Software, Computerprogramme und Firmen. 

Software  Firma  

Clone Manager Professional 
Scientific & Educational Software, Morrisville, 

USA  

GraphPad Prism 8 
GraphPad Software; 

San Diego, USA 

Microsoft Excel  Microsoft Corporation, Redmond, USA 

Microsoft PowerPoint  Microsoft Corporation, Redmond, USA 

Microsoft Word  Microsoft Corporation, Redmond, USA 

SensorTrace Suite Unisense A/S, Dänemark 

R (4.1.1)  r-project 

3.4. Oligonukleotide  und Plasmide 

Die zur Amplifizierung und zur Sequenzierung benötigten Oligonukleotide wurden von der 

Firma Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA) bezogen und sind mit der jeweiligen Sequenz, 

Schmelztemperatur und GC-Gehalt in Tab. 6 zusammengefasst. Mit H2Obidest wurde eine 

Stammlösung des jeweiligen Oligonukleotids mit  einer Endkonzentration von 100 µM 

hergestellt. Als Gebrauchslösungen wurden Verdünnungen mit einer Endkonzentration von 

10 µM hergestellt. Die für diese Arbeit verwendeten und generierten Plasmide sind, 

gemeinsam mit ihren relevanten Eigenschaften, in Tab. 7 aufgelistet. 
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Tab. 6. Zur Amplifizierung und Sequenzierung verwendete Oligonukleotide. Gelistet sind die Sequenz und die 

Funktion des zugehörigen Oligonukleotids. 

Oligonukleotid  Sequenz (5`Ÿ3`)  Funktion 
W. succinogenes   

+kan  GATAATGTCGGGCAATCAGGTGCG Überprüfung der 
Anwesenheit von KanR 

-kan TCGGTCTGCGATTCCGACTCGTCC  

WS_fdp_ex_F TTCTGCGTCTATTGGCTCATCG Überprüfung der Deletion 

von fdp 

WS_fdp_ex_R TTGACGCTGGTGTAGGGAATC  
WS_fdp_int_F GGCGTCAAAGACCCTGAATTGG  

WS_fdp_int_R CAAGCAAGATTCCCGTGGAGAG  

P_UNS4_F CTGACCTCCTGCCAGCAATAGTAAGACA

ACACGCAAAGTCCCATGGTCTCAGCGCT

TGGAGCCACCCGCA 

Amplifizierung des 

Plasmidbackbones pPR-IBA 

mit den flankierenden 

Bereichen UNS1 und UNS4 

zur Erstellung von 

pɝhcp::kan 

P_UNS1_R GAGACGAGACGAGACAGCCTGAGAATG

GATGCGAGTAATGGAATTCGGGACCGC

GGTCTCCCATTTGTATATCTCC 

 

UNS1_vfB_hcp_for CATTACTCGCATCCATTCTCAGGC 

TGTCTCGTCTCGTCTCGCCTGTACAATC

TCCCAAAG 

Amplifizierung des vfB zur 

Erstellung von pɝhcp::kan 

UNS2_vfB_hcp_rev 

GCTTGGATTCTGCGTTTGTTTCCGTCTA

CGAACTCCCAGCTCACGCCTCTATCTTT

GGTC 

 

UNS3_hfB_hcp_for 

GCACTGAAGGTCCTCAATCGCACTGGAA

ACATCAAGGTCGAGAGTGTCGCTCTTTG

G 

Amplifizierung des hfB zur 

Erstellung von pɝhcp::kan 

UNS4_hfB_hcp_rev 

GACTTTGCGTGTTGTCTTACTATTGCTG

GCAGGAGGTCAGGAGCGCAACAGATGT

TCAAG 

 

kan-UNS2F 

GCTGGGAGTTCGTAGACGGAAACAAAC

GCAGAATCCAAGCGGATCCAAAGCCAC

GTTGTGTCTCAAAATC 

Amplifizierung von KanR 

zur Erstellung von 

pɝhcp::kan 

kan-UNS3R 
CGACCTTGATGTTTCCAGTGCGATTGAG
GACCTTCAGTGCGGATCCCGCTGAGGTC

TGCCTCGTGAAGAAGG 

 

W.s. hcp_Seq_for GCGACTACACCTATAGAGAC 
Sequenzierung des hcp-

Genbereichs 

W.s. hcp_Seq_rev CTCGACAACACGCTGGCTAC  
WS.screen1_hcp_for GCGTCGAGATACTCTATCAG  

  
Überprüfung der Deletion 

von hcp 

WS.screen1_hcp_rev GCGCAACAGATGTTCAAG  

WS.screen2_hcp_for CCAAAGGCCAAGAGAAGG  
WS.screen_hcp_rev GAGACAGGGAGATCATTGAG  

apr_F GCTCATCGGTCAGCTTCTCAAC 
Überprüfung der 

Anwesenheit von AprR 

apr_R CTTCTCCTTGAGCCACCTGTC  

WS_norH_ex_F GATTCCTGCTTCGCTCATTCG 
Überprüfung der Deletion 

von norH 

WS_norH_ex_R AGGAGAGGGAGCGATTCTCTATG  

WS_norH_int_F ATCGCGACAAGCTCGAATACC  

WS_norH_int_R ATCTCTGTGCCTCGGACTTGG  
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+cat  CCACCGTTGATATATCCCAATGGC 
Überprüfung der 

Anwesenheit von CmR 

-cat AAGCATTCTGCCGGCATGGAAGCC  

NrfHA-F 
AATAAAAGTAAATTCCTAGTGTATAGCT

CGCTGGTGGTG 

Überprüfung der Deletion 

von nrfHA 

NrfHA-R 
TTTTTTGGTTTTATCGTAGTAAGAAGAC

TTCTCATCCACTC 
 

screen_WSnrfHA-F CCTAAATATCGCGTCAGTCC  
screen_WSnrfHA-R GAATTTACAGCGTGGTCTCC  

pPR-IBASeq-For TAATACGACTCACTATAGGG 
Sequenzierung der pPR-

IBA3 basierenden Plasmide 

pPR-IBASeq-Rev TAGTTATTGCTCAGCGGTGG  

N. vireti   

BACT27F AGAGTTTGATCMTGGCTCAG 
Amplifizierung eines 16S 

rRNA-Fragments 

BACT1390R GACGGGCGGTGWGTRCAA  

pHBintE_BB_fwd GAGCAACTGGATCGGAAT 
Amplifizierung des Plasmid-

Rückgrats pHBintE  

pHBintE_BB_rev TGCTCTACGACCAAAACTATAAAAC  

Seq_pHBintE_F AGCACGAGCTCTGATA 
Sequenzierung der pHBintE 

basierenden Plasmide 

Seq_pHBintE_R TGGAGTGGTGAATCCGTTAG  

Test-pHBintE-rep-fwd GCATGCTGCCTATCTATGAC 
Überprüfung der 

Anwesenheit von pHBintE 

Test-pHBintE-erm-rev ATCGTGGAATACGGGTTTGC  

BAVI_aor_Flanke1_F 
ATAGTTTTGGTCGTAGAGCACAGCAATC

ACTGCCTCTACAG 

Amplifizierung von Flanke 

1 zur Erstellung von 

pHBintEɝaor 

BAVI_aor_Flanke1_R  

 

CGCAGGAGCCTTTTTATTACTGTTTTTC

CCTCGCTTTCAATTAAATTAATC 
 

BAVI_aor_Flanke2_F 
TTGAAAGCGAGGGAAAAACAGTAATAA

AAAGGCTCCTGCG 

Amplifizierung von Flanke 

2 zur Erstellung von 

pHBintEɝaor 

BAVI_aor_Flanke2_R 
ATTCCGATCCAGTTGCTCGGACCGAGTT

ATCGATGTGCTG 
 

BV_aor_s_F GCCGACCGTATCACATGTTTCACC 
Überprüfung der Deletion 

von aor 

BV_aor_s_R GATATTAAACCAAGGCTGCTGAG  

BV_aor_s_int_F CCAATACGGTGAGTCTGACCTAAG 
Überprüfung der 

Anwesenheit von aor 

BV_aor_s_int_R CAATCATGGAGTCGGCGTCACC  

BAVI_NosB_Flanke1_F 
ATAGTTTTGGTCGTAGAGCAGTCGACGG

TATTGTGTTC 

Amplifizierung von Flanke 

1 zur Erstellung von 

pHBintEɝnosB 

BAVI_NosB_Flanke1_R 
GCAATATCCGGAAGGCTTCAGTTTACTA

GGCACAGGCATC 
 

BAVI_NosB_Flanke2_F 
GATGCCTGTGCCTAGTAAACTGAAGCCT

TCCGGATATTGC 

Amplifizierung von Flanke 

2 zur Erstellung von 

pHBintEɝnosB 

BAVI_NosB_Flanke2_R 
ATTCCGATCCAGTTGCTCGAGCCGCACT

ATGCCCAAATG 
 

BV_nosB_s_F AGCGCCGCCCGTATTCATTG 
Überprüfung der Deletion 

von nosB 

BV_nosB_s_F AGCGCCGCCCGTATTCATTG  

BV_nosB_s_R TGATGGGCACTGGCTCGTTG  

BV_nosB_s_int_F CCGATAATCGGCGGAACAAATG 
Überprüfung der 

Anwesenheit von nosB 
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BV_nosB_int_R ATGGGCTGAACCACTATATCGG  

BAVI_NosC_Flanke1_F 
ATAGTTTTGGTCGTAGAGCACGGCTGTG

TTTGGAACCTTG 

Amplifizierung von Flanke 

1 zur Erstellung von 

pHBintEɝnosC 

BAVI_NosC_Flanke1_R 
CTTGGATACCTCGTATTTGGCAGATGAC

GAGCGCAAGCAG 
 

BAVI_NosC_Flanke2_F 
CTGCTTGCGCTCGTCATCTGCCAAATAC

GAGGTATCCAAG 

Amplifizierung von Flanke 

2 zur Erstellung von 

pHBintEɝnosC 

BAVI_NosC_Flanke2_R 
ATTCCGATCCAGTTGCTCCAAGACCCGC

AAACAATG 
 

BV_nosC_s_F GTGGAAGTGCAACCTGGTAAG 
Überprüfung der Deletion 

von nosC 

BV_nosC_s_R GCTCACAAACCGAGCAGATG  

BV_nosC_s_int_ F CATTACGGCAGATGTAGGC 
Überprüfung der 

Anwesenheit von nosC 

BV_nosC_s_int_ R GGACGAAGCGACAACTAAAG  

BV_hcp_s_F CACCGGCAACAATGATAG 
Überprüfung der Deletion 

von hcp 

BV_hcp_s_R AATTTCTTGCCCGGTTCC  

BV_hcp_s_int_F CGCGTTCTCTAGGGTTAATGC 
Überprüfung der 

Anwesenheit von hcp 

BV_hcp_s_int_R CACAACGACCTTCGCTCAATC  

BV_hmp_s_F CACCGATGCTTGGTAAGTTC 
Überprüfung der Deletion 

von hmp 

BV_hmp_s_R GAGGCGTAGTTGCACTTATG  

BV_hmp_s_int_F CTTGAAGCGATTCTGCCGGTAG 
Überprüfung der 

Anwesenheit von hmp 

BV_hmp_s_int_R CCATCTGGATTAGCGGTTCCTG  

B.v nirBD-s-fwd neu CAATCACATCTGCGCCAGAC 
Überprüfung der Deletion 

von nirBD 

B.v nirBD-s-rev neu GCTGCCGTTAATTACCCTAC  

B.v nirBD int F AGAGAATAACCTGCCCTAGC 
Überprüfung der 

Anwesenheit von nirBD 

B.v nirBD int R GTCGGAATCGTCCTTTATGG  

nrfHA-s-fwd AGGGCTAGGAGGGAAATACC 
Überprüfung der Deletion 

von nrfHA 

nrfHA-s-rev GCTCACACCGACTCCTAATG  

 

Tab. 7. Zur Generierung von Deletionsmutanten verwendete Plasmide. Gelistet sind die relevanten Eigenschaften 

und die Referenz der verwendeten Plasmide. 

Plasmid Relevante Eigenschaft Referenz 
W. succinogenes   

pPR-IBA1 
E. coli Expressionsvektor, AmpR, T7-

Promotor, 

C-terminaler Strep-Tag 

IBA GmbH 

pænrfHA::cat 
Deletionsplasmid abgeleitet von pPR-

IBA1, vfB und hfB zu nrfHA, CmR 
KERN et al., 2011 

pæfdp::kan 
Deletionsplasmid abgeleitet von pPR-

IBA1, vfB und hfB zu fdp, KanR 
KERN et al., 2011 

pænorH::apr 
Deletionsplasmid abgeleitet von pPR-

IBA1, vfB und hfB zu norH, AprR 
KERN (unveröffentlicht)  

pæhcp::kan 
Deletionsplasmid abgeleitet von pPR-

IBA1, vfB und hfB zu hcp, KanR 
Diese Arbeit 

N. vireti   
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pHBIntE 

Shuttle-Vektor mit E. coli und Bacillus 

ori, temperatur -sensitiver Replikon repF, 

AmpR, ermC 

BIEDENDIECK et al., 2010 

pHBintE+ænrfA 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu nrfA 

Masterarbeit Nothofer, 

2015 

pHBintE+ænosZ 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu nosZ 

Masterarbeit Nothofer, 

2015 

pHBintE+ænasC 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu nasC 
Masterarbeit Link, 2016 

pHBintE+ænirBD 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu nirBD 
Masterarbeit Link, 2016 

pHBintE+æhmp 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu hmp 
Bachelorarbeit Alfter, 2017 

pHBintE+æhcp 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu cbaBA 
Bachelorarbeit Alfter, 2017 

pHBintE+æcbaBA 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu hcp 
Bachelorarbeit Alfter, 2017 

pHBintEæaor 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu aor 

Masterarbeit Messemer, 

2018 

pHBintEænosB 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu nosB 

Masterarbeit Messemer, 

2018 

pHBintEænosC 
Deletionsplasmid abgeleitet von 

pHBIntE, vfB und hfB zu nosC 

Masterarbeit Messemer, 

2018 

3.5. Mikrobiologische Methoden  

Die verwendeten, sterilen Medien, Puffer und Lösungen wurden alle bei 121 °C und 1 bar 

Überdruck für 20 Minuten autoklaviert oder mit Hilfe eines Sterilfilters sterilisiert .  

3.5.1. Kultivierung von W. succinogenes 

Die Kultivierung von W. succinogenes erfolgte in den nachfolgend beschriebenen, sterilen 

Nährmedien. Bei diesen wurde vor dem Autoklavieren, durch alternierendes Entgasen 

mittels Vakuumpumpe und Zufuhr von elementarem Stickstoff oder Helium, die Gasphase 

gewechselt. Zur Selektierung transformierter W. succinogenes Zellen wurden nach dem 

Autoklavieren die Antibiotika in den entsprechenden Endkonzentrationen (25 µg/ml 

Kanamycin, 12,5 µg/ml Chloramphenicol, 60  µg/ml Apramycin) sowie das Cystein/ 

Glutamat Konzentrat supplementiert.  

 

  

Formiat/ Fumarat -Medium  [FoFu]  Formiat/ F umarat -Agar 
10 % (v/v) Formiat/ Fumarat Konzentrat  10 % (v/v) Formiat/ Fumarat 

Konzentrat 

0,1 % (v/v) Calcium/ Magnesium Lsg.  0,1 % (v/v) Calcium/ Magnesium Lsg. 

0,5 % (w/v) Brain Heart Infusion Medium  2,6 % (w/v) Brain Heart Infusion Agar  

Formiat/ Nitrat -Medium  [FoNi]  Formiat/ Nitrat -Agar 
10 % (v/v) Formiat/ Nitrat Konzentrat  10 % (v/v) Formiat/ Nitrat Konzentrat  

0,1 % (v/v) Calcium/ Magnesium Lsg. 0,1 % (v/v) Calcium/ Magnesium Lsg.  

0,5 % (w/v) Brain Heart Infusion Medium 2,6 % (w/v) Brain Heart Infusion Agar  

1 % (v/v) Cystein/ Glutamat Konzentrat  1 % (v/v) Cystein/ Glutamat Konzentrat  
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3.5.2. Kultivierung von N. vireti  

Zur aeroben Zucht von N. vireti in Flüssigkultur wurde das TSB-Fertigmedium (30 g/L) und 

für die Zucht von Bakterienkolonien auf Agarplatten das TSA-Fertigmedium (40 g/L) 

verwendet. Die Inkubation der 10 ml Kulturen erfolgte über Nacht schüttelnd (250  Upm) 

bei 37 °C. Die Kultivierung der Agarplatten erfolgte bei 30  °C für 2-3 Tage. Festmedien 

wurden bis zur Verwendung bei 4 °C gelagert. 

Die anaerobe Zucht von N. vireti erfolgte entweder im sog. 100 % TSB-Fertigmedium 

(30 g/ L) supplementiert mit 100  mM Kaliumphosphatpuffer oder im sog. 1 % BV 

Minimalmedium ( BV MM; Zusammensetzung nachfolgend gelistet). Das Medium wurde wie 

bereits zuvor beschrieben durch einen alternierenden Gasaustausch mit Stickstoff oder 

Helium anaerobisiert und anschließend autoklaviert. Die Zugabe der Vitaminlösung und des 

Kupferkonzentrats erfolgte für das MM-Medium nach dem Autoklavieren. Den Medien 

10x Formiat/ Fumarat Konzentrat  Spurenelemtlösung SL8  
0,5 M Tris/ HCl  5,2 g/l  Na2EDTA x 2 H2O 

0,9 M Fumarsäure 1,5 g/l  FeCl2 x 4 H2O 
1,0 M Natriumformiat  0,07 g/l  ZnCl2 

0,2 M di-Kaliumhydrogenphosphat 0,1 g/l  MnCl2 x H2O 

50 mM Ammoniumsulfat 0,062 g/l  B(OH)3 

50 mM Ammoniumchlorid  0,19 g/l  CoCl2 x 6 H2O 

10 mM Glutaminsäure 0,017 g/l  CuCl2 x 2 H2O 

20 mM Natriumacetat 0,024 g/l  NiCl2 x 6 H2O 

2,0 M Kaliumhydroxid  0,036 g/l  Na2MoO4 x 2 H2O 

0,2 % (v/v)  Spurenelemtlösung SL8   

pH  7,9 ­ 8,0   

10x Formiat/ Nitrat [80/50] Konzentrat  1.000x Calcium/ Magnesium Lösung  
0,5 M Tris/ HCl  0,74 g (w/v)  Calciumchlorid  

0,8 M Natriumformiat   Dihydrat 

0,5 M Kaliumnitrat  5,10 g (w/v)  Magnesiumchlorid  

50 mM Fumarsäure  Hexahydrat 

10 mM di-Kaliumhydrogenphosphat   

50 mM Ammoniumsulfat   

0,2 % (v/v)  Spurenelemtlösung SL8   

pH  7,9 ­ 8,0   

10x Formiat/ Nitrat [80/10] Konzentrat  100x L-Cystein/ L -Glutamat  
0,5 M Tris/ HCl  Konzentrat   

0,8 M Natriumformiat  68 mM  L-Glutaminsäure 

0,1 M Kaliumnitrat  82,5 mM L-Cystein 

50 mM Fumarsäure   

10 mM di-Kaliumhydrogenphosphat   

50 mM Ammoniumsulfat   

0,2 % (v/v)  Spurenelemtlösung SL8   

pH  7,9 ­ 8,0   
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wurde zudem nach Bedarf mit 5 oder 20 mM Kaliumnitrat aus einer sterilen und anaeroben 

[1 M] Stocklösung supplementiert. Die Inkubation  erfolgte über Nacht bei 37 °C und 

250 Upm. 

 

3.5.3.  Kultivierung von E. coli 

Die Kultivierung von E. coli erfolgte aerob in LB-Fertigmedium (20 g/L) bei 37  °C und 

250 Upm. Festmedien wurden über Nacht im Brutraum bei 37 °C inkubiert. Die Lagerung 

des flüssigen Mediums erfolgte bei Raumtemperatur. Zur Selektion transformierter E. coli 

wurde das Medium mit den Antibiotika in den entsprechenden Endkonzentrationen 

(50 µg/ml Kanamycin, 25  µg/ml Chloramphenicol, 50  µg/ml Apramycin) supplementiert  

und dieses gegebenenfalls bei 4 °C gelagert. Die Herstellung der Festmedien benötigte die 

Zugabe von 35 g LB-Agar-Fertigmedium in 1 l bidest. Wasser vor dem Autoklaviervorgang. 

Festmedien wurden bis zur Verwendung bei 4 °C gelagert. 

3.5.4. Stammhaltung  

Die langfristige Lagerung von W. succinogenes Zellen benötigte das Anlegen von 

Dauerkulturen. Hierfür wurden 10  ml Zellkultur einer sp äten exponentiellen oder frühen 

stationären Wachstumsphase für 10 Minuten bei 5000 rmp anaerob zentrifugiert (Labofuge 

200, Heraeus SEPATECH). Der Überstand wurde anaerob verworfen und das Zellpellet in 

1,5 ml Formiat/ Fumarat Medium resuspendiert. Zur Zellsuspension wurden 2,2 ml 86 % 

Glycerin hinzugefügt. Nach einer 20-minütigen Inkubation auf Eis wurde die Lösung auf 

zwei Kryoröhrchen aliquotiert und sofort in flüssigem Stickstoff schockgefroren. Die 

Lagerung erfolgte bei -80 °C. 

Auch die langfristige Lagerung von N. vireti Zellen benötigte das Anlegen von Dauerkulturen. 

Zur Stammerhaltung wurden Wildstamm und alle N. vireti Mutanten alle 3 bis 4 Wochen auf 

TSA ausplattiert und für 2 bis 3 Tage bei 30 °C inkubiert. Anschließend wurden die Platten 

bei 4 °C gelagert. Um langfristige Cryo-Kulturen zu erhalten wird eine flüssige 

ì`cpl_afrisjrsp `clĂrger, Fgcptml uspbcl 53. Ęj kgr 03. µl autoklaviertem 86 %igem 

Glycerin gemischt und bei -20 °C für die langfristige Erhaltung gelagert. 

1 % BV Minimalmedium  10x BV Konzentrat  
10 % (v/v)  [1 M] K aliumphosphatpuffer  

pH 7,3 

8 mM  Magnesiumsulfat 

Heptahydrat 

10 % (v/v)  10x BV Konzentrat 100 mM Ammoniumsulfat 

0,1 % (v/v)  Spurenelementlösung SL8 (siehe 

Wolinella-Medien) 

  

1 % (w/v)  TSB   

0,5 % (v/v)  Staleys Vitaminlösung   

1 % (v/v)  [3 mM] Kupferchlorid    

pH  7,3   
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3.5.5. Bestimmung der Zelldichte  

Das Wachstum von Zellkulturen wu rde in Küvetten durch die Messung der optischen Dichte 

bei einer Wellenlänge von 578 nm (für W. succinogenes), 600 nm (für E. coli) oder 660 nm 

(für N. vireti) mittels Spektralphotometers (Spektrophotometer GENESYSTM 10S UV-VIS, 

Thermo Scientific) bestimmt. Das jeweilige Medium wurde als Leerwert verwendet.  

3.5.6. Berechnung der Wachstumsrate und der 

Verdopplungszeit  

Mit den nachfolgenden Formeln wurden die Wachstumsrate und Verdopplungszeit der 

Zellen errechnet. 

Wachstumsrate: 

ὕὈ ὕὈ ὩzАz    А
 Ⱦ

 

Verdopplungszeit: 

ὸὨ
ὰὲς

А
 

3.5.7. Hemmhoftest s 

Der Einfluss von unterschiedlichen Hemmstoffen wurde mit Hilfe des sog. Hemmhoftests 

durchgeführt. Hierfür wurde Formiat/ Fumarat - bzw. Formiat/ Nitrat -Agar angesetzt, 

anaerobisiert und autoklaviert. Für den Test wurden W. succinogenes über Nacht Kulturen in 

Formiat/ Fumarat Medium herangezogen. Der abgekühlte, handwarme Agar wurde, wenn 

nötig mit Antibiotikum supplementiert sowie mit der frischen ü. N. Kultur auf eine OD 578nm 

0,1 beimpft. Die Agar-Zell-Lösung wurde anschießend in Petrischalen gegossen. Nach 

Aushärten des Agars wurden runde, sterile Filterpapiere (Whatmann, Durchmesser 5 mm) 

mit 5  µl des jeweiligen Hemmstoffs (Kaliumnitrit [10  M], GSNO [1 M] , Hydroxylamin [1M] ) 

benetzt und auf die Oberfläche gelegt. Die Platten wurden für 24 Stunden, bei 37 °C in 

Anaerobentöpfen unter N2-Atmosphäre inkubiert. Nachfolgend wurde der Durchmesser der 

entstandenen Hemmhöfe um die Filterplättchen ermittelt.  

3.6. Molekularbiologische Methoden  

3.6.1. Präparative Plasmid-Isolierung  aus E. coli 

Zur Isolierung von Plasmiden im präparativen Maßstab aus E. coli wurde das GenEluteTM HP 

Plasmid Midiprep Kit der Firma Sigma-Aldrich nach dem Protokoll des Herstellers 

verwendet. Die Konzentration sowie Reinheit der isolierten Plasmid-DNA wurde mit Hilfe 

eines Nanodrop Spektralphotometers ermittelt.  
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3.6.2. Photometrische Bestimmung von 

Nukleinsäurekonzentrationen  

Die Konzentration von DNA in Lösungen wurde mittels eines Nanodrop Spektrophotometer 

ermittelt. Die Konzentration wurde aus der bei 260 nm gemessenen Extinktion errechnet, 

wobei eine E260 von 1,0 einer Nukleinsäurekonzentration von 50 ng/ µl doppelsträngiger 

DNA entsprach. Zur Beurteilung der Reinheit der Nukleinsäure-Lösung wurde der Quotient 

der Extinktionen E260/ E280 herangezogen und sollte zwischen 1,8 und 2,2 liegen.  

3.6.3. Gelelektrophoretische Auftrennung von DNA  

Die elektrophoretische Auftrennung von Nukleinsäuren in einem Agarosegel wurde zur 

Analyse von PCR-Produkten auf ihre Beschaffenheit genutzt. Hierbei wurde das Gel mit 

DNA-Proben beladen und unter Spannung gesetzt. Die negativ geladene DNA wurde 

abhängig von ihrer molekularen Größe im elektrischen Feld des Gels aufgetrennt und die 

Amplifikatlänge durch den Vergleich mit einem Größenstandard (1 kb Plus DNA Ladder der 

Firma NEB) ermittelt . Verwendet wurden hierfür 0,8 % (w/v) TAE-Agarosegele dessen 

Puffer-Inhaltsstoffe in Tab. 8 zusammengefasst sind. Die benötigte Menge an Agarose wurde 

in 1x TAE-Puffer durch Erhitzen gelöst und nach Abkühlen auf 60 °C in eine Gel-

Gießvorrichtung gegossen. Zur Auftrennung wurde das erhärtete Agarosegel in eine 

Gelkammer gelegt und mit 1xTAE-Puffer überschichtet. Zur farblichen Markierung und zur 

Erhöhung der Probendichte, wurden die DNA-Proben mit 1/6 Volumen Probenpuffer (Gel 

Loading Dye, Purple (6X), no SDS der Firma NEB) versetzt und in die Taschen des Gels 

überführt. Die Auftrennung erfolgte bei einer Spannung von 120 V. Im Anschluss wurden 

die Gele ca. 10 min in einer Ethidiumbromidlösung (1 µg/ml Ethidiumbromid in Wasser) 

gefärbt. Durch die Interkalation von Ethidiumbromid zwischen die Basen der DNA, wurde 

das Ergebnis der Auftrennung an einem Transilluminator (`High Resolution System E.A.S.Y 

440K´ der Firma Herolab) durch die Bestrahlung mit UV -Licht sichtbar gemacht und 

fotographisch dokumentiert.  

Tab. 8. 50x TAE-Puffer zur gelelektrophoretischen Auftrennung von DNA. 

Inhaltsstoff Konzentration 
Tris  2 M 

Natrium-Acetat 25 mM 

Na2EDTA  0,5 mM 

pH 7,8   

ad 1000 ml H2Obidest 

3.6.4. Amplifikation von DNA -Fragmenten 

Die Polymerase-Kettenreaktion (MULLIS et al., 1986) diente zur schnellen und einfachen 

Amplifikati on von DNA Sequenzen. Hierbei wurde von einer thermostabilen DNA-

Polymerase ein DNA-Abschnitt, der zwischen zwei Oligonukleotiden begrenzt ist, 

synthetisiert. Die Polymerase-Kettenreaktion besteht aus drei hauptsächlichen Bausteinen: 

Die initiale Denaturierung bei 96  °C bzw. 98 °C, wodurch die doppelsträngige DNA 
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aufgetrennt wurde, einem Annealing-Schritt, wobei sich die Oligonukleotide an die 

Einzelstrang-DNA anlagerten und zuletzt einer Elongation des komplementären Stranges 

bspaf bgc Nmjwkcp_qc gl 3^-1-̂Richtung bei 72 °C. Die Annealing-Temperatur ist von den 

eingesetzten Oligonukleotiden abhängig. Die einzelnen Schritte wurden mehrfach 

wiederholt, um den erwünschten DNA-Bereich zu amplifizieren. Die Elongationszeit 

variiert e je nach eingesetzter Polymerase. Zum einen wurden in dieser Arbeit die 

thermostabile Taq-Polymerase aus Thermus aquaticus und zum anderen die Q5-Polymerase 

zur Elongation verwendet. Während die Taq-Polymerase eine DNA-Syntheserate von ca. 

1000 Bp npm Kglsrc* cglc 3^-1-̂Exonkuleaseaktivität, jedoch keine Proofreading-Aktivität hat, 

so besitzt die Q5-Polymerase eine Syntheserate von ca. 2000 Bp pro Minute, cglc 1^-3-̂

Exonukleaseaktivität und somit eine Proofreading-Funktion zur Korrektur.  

3.6.5. Standard-PCR 

Die durchgeführten PCR-Reaktionen zur Amplifikation von DNA-Fragmenten wurden von 

der Standard-PCR abgeleitet. Als Template dienten 20 bis 250 ng genomische DNA, zur 

Elongation wurde die Taq- bzw. Q5-Polymerase verwendet und die Schritte Denaturierun g, 

Annealing sowie Elongation wurden 27 bis 34 Mal wiederholt. Die Zusammensetzung eines 

PCR-Reaktionsansatzes wird nachfolgend in Tab. 9 beschrieben. In Tab. 10 ist das Programm 

einer Standard-PCR aufgeführt. 

Tab. 9. Standard-PCR Reaktionsansatz zur Amplifikation von DNA-Fragmenten.  

Inhaltsstoff Endkonzentration  Menge  
DNA-Template  x ng  y Ęj 
10x Polymerase-Puffer  10 %  /. Ęj 

DNA-Polymerase   / Ęj 

dNTP66-Mix   /4 Ęj 

Oligonukleotid 1 (10  pmol)  0,5 pmol  3 Ęj 

Oligonukleotid 2 (10  pmol)  0,5 pmol  3 Ęj 

Zusätze  s. u.  z Ęj 

_b /.. Ęj F2Obidest  /  41 Ęj- (y+z' Ęj 

Tab. 10. Standard-PCR-Programm zur Amplifikation von DNA -Fragmenten.  

Schritt  Temperatur  Zeit  
Initiale Denaturierung  96 °C  5 min  

Denaturierung  96 °C  30 sek  

Annealing  X °C  30 sek  

Elongation  72 °C  y sek  

Additionale Elongation  72 °C  5 min  

Lagerung 4 °C  Ð  

3.6.6. Kolonie-PCR 

Bei einer PCR ohne isolierte Vorlage, auch Kolonie-PCR genannt, wurden ganze Zellen oder 

eine Zelllösung anstelle von gereinigter DNA als Matrize eingesetzt. Die PCR diente zur 

Analyse von einzelnen Klonen. Diese wurden zuvor auf einer Agarplatte angezogen und 

nachfolgend wurde eine Kolonie mittels steriler Pipettenspitze von der Platte oder 1 µl der 

jeweiligen Zelllösung direkt  in den Reaktionsansatz überführt. Für E. coli und 

 
27 ­ 34 Mal 

Mal 
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W. succinogenes-Zellen wurde die Taq-Polymerase verwendet. Das angewandte Programm 

gleicht der Standard-PCR. 

Die Zellen von E. coli wurden vor der Zugabe in den Reaktionsansatz auf einer Rasterplatte 

gesichert und bei 37 °C inkubiert. Einzelne W. succinogenes Klone wurden zuerst von einer 

Agar-Platte in Flüssigmedium überführt und anaerob bei 37 °C über Nacht inkubiert, bevor 

sie mittels PCR auf den jeweiligen Genotyp überprüft wurden. 

3.6.7. Reinigung von DNA -Fragmenten 

Die DNA-Fragmente aus vorhergegangenen PCRs wurden entweder aus Agarosegelen mit 

dem molekularbiologischen Kit GeneEluteTM Gel-Extraction oder aus Lösungen mit dem 

GeneElute PCR Clean-Up Kit der Firma Sigma-Aldrich gereinigt.  

3.6.8. Plasmidkonstruktion  

Die Konstruktion des Deletionsplasmids pæhcp::kan erfolgte durch das isothermales 

Assembly nach Gibson (GIBSON et al., 2009). Das Gibson Assembly ist eine Methode für den 

Zusammenbau von DNA-Fragmenten, die von Dr. Daniel Gibson und Kollegen entwickelt 

wurde. Hierbei wurden PCR-Produkte mit Hilfe der in Tab. 6 gelisteten Oligonukleotiden 

amplifiziert, mit je 10 oder 20 Nukleotide langen Überhängen, die mit den Enden der später 

benachbarten Fragmenten übereinstimmten. Das Reaktionsgemisch enthält eilc 3^-

Exonuklease, eine DNA-Polymerase und eine DNA-Ligase. Die gereinigten DNA-Fragmente 

wurden mittels Hifi -Assembly zunächst von einer 5̂-Endonuklease teilweise verdaut, sodass 

einzelsträngige Enden entstanden. Die freigelegten Enden, welche im assemblierten Plasmid 

benachbart zu liegen kommen, sind zueinander komplementär und können somit 

hybridisieren. Im Folgenden komplementiert die DNA-Polymerase die übrigen Lücken und 

eine Ligase verbindet die hybridisierten Fragmente. Verwendet wurden 10 µl Mastermix, 50 

bis 100 ng des Plasmidbackbones und jeweils die 2-3-fache Menge an Inserts. Anschließend 

folgte eine Inkubation für 60 min bei 50  °C und eine Hitzeinaktivierung der Enzyme für 

10 min bei 80 °C. Mit Hilfe dieses Ansatzes erfolgte die Transformation von E. coli. 

3.6.9. Sequenzanalyse doppelsträngiger DNA 

Die Sequenzierung der Plasmide sowie von DNA-Fragmenten erfolgte durch die Firma 

eurofins, Hamburg. Der Ansatz bestand aus 15 µl Probenvolumen mit einer DNA-

Konzentration von 50 ­ 100 ng/ µl und 2 µl Oligonukleotid mit einer Konzentration von 

10 pmol/ µl.  
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3.7. Transformation von Mikroorganismen  

3.7.1. Transformation von E. coli 

Herstellung chemisch kompetenter E. coli Zellen (INOUE et al., 1990) 

Die Herstellung chemisch kompetenter Zellen erfolgte durch die Behandlung mit 

Calciumchlorid. Hierfür  wurden 250 ml SOB+ -Medium in einem 2L-Kolben mit 50 µl einer 

frischen E. coli XL1 blue Übernacht-Kultur inokuliert und schüttelnd bei 37  °C bis zu einer 

OD600nm von 0,6 kultiviert. Nach einer 10-minütigen Inkubation  auf Eis, wurde die Kultur in 

eisgekühlte Zentrifugenbecher überführt und bei 2500  x g bei 4 °C für 10 min sedimentiert. 

Der Überstand wurde entfernt, das Zellpellet in 80 ml eiskaltem TB-Puffer (Tab. 11) 

resuspendiert, 10 min auf Eis inkubiert und anschließend bei 2500 x g für 10 mi n 

zentrifugiert. Das Sediment wurde vorsichtig in 20 ml TB-Puffer resuspendiert und es 

wurden 1,4 ml DMSO (Endkonzentration 7 % (w/v) ) hinzugegeben. Nach vorsichtigem 

Mischen und 10-minütiger  Inkubation auf Eis wurden 200 µl Aliquots in sterile, eisgekühlte 

Eppendorf-Cups abgefüllt und direkt in fl üssigem Stickstoff schockgefroren. Die Lagerung 

erfolgte bei -80 °C.  

Tab. 11. TB-Puffer zur Transformation von E. coli.  

Inhaltsstoff Endkonzentration  Menge  
MOPS  10 mM  0,21 g  

CaCl2 x H2O  15 mM  0,22 g  

KCl  0,25 mM  1,86 g  

ad 90 ml H2Obidest  pH 6,8 mit KOH  

MnCl2 x 2 H2O  55 mM  0,89 g  

ad 100 ml H2Obidest  sterilfiltrieren  

 

Durchführung der Transformation von E. coli 

Die Transformation erfolgte mittels Hitzeschock. Ein 200 µl Aliquot chemisch kompetenter 

Zellen wurde auf Eis aufgetaut. Entweder wurde 1 µl Plasmid-DNA zugegeben oder die 

Zellen wurden direkt auf einen Ligationsansatz gegeben, beides vorsichtig gemischt und für 

10 min auf Eis inkubiert. Für den Hitzeschock wurde die Zellsuspension für 45 Sekunden bei 

42 °C im Wasserbad inkubiert und anschließend kurz auf Eis abgekühlt. Anschließend 

wurden 1 ml LB hinzugegeben und für 1 h bei 37 °C schüttelnd inkubiert. 100 bzw. 500 µl 

des Transformationsansatzes wurden dann auf adäquatem Selektivmedium ausplattiert und 

bei 37 °C über Nacht inkubiert. 

3.7.2. Transformation von W. succinogenes 

Die Transformation von W. succinogenes erfolgte mittels Elektroporation  und auf dem Prinzip 

der homologen Rekombination. Hierfür wurden 10 ml Formiat/Nitrat -Medium mit 1 ml 

einer Formiat/Fumarat -Übernachtkultur inokuliert und bis z ur einer OD578nm von 0,3 bei 

37 °C stehend inkubiert. Die Zellkultur wurde in sterile 15 ml Schraubgefäße überführt und 

die Zellen mittels Zentrifugation (10 min, 3500 rpm, Eppendorf) pelletiert. Der Überstand 
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wurde verworfen und die sedimentierten Zellen in 10 ml, auf eisgekühlter, anaerober 0,3 M 

Saccharoselösung aufgenommen. Die Zellsuspension wurde erneut für 10 min bei 3500 rpm 

zentrifugiert und der Überstand wurde nachfolgend verworfen. Das Zellpellet wurde in der  

im Gefäß verbliebenen Lösung (50 ­ 100 µl) resuspendiert. Die Suspension wurde mit 

Plasmid-DNA (2,5 ­ 5 µg) versetzt und in eine eisgekühlte Elektroporationsküvette 

überführt. Mittels BioRad Pulse Controller mit BioRad Gene Pulser wurde die 

Elektroporation mit einer Spannung von 1,25 kV, einem 800 Ý Widerstand und einer 

Kapazität von 25 µF durchgeführt. Direkt im Anschluss wurde der Ansatz zügig in 1 ml 

Eisgekühltem Formiat/Nitrat -Medium aufgenommen und mittels Spritze in ein steriles, 

anaerobes Hungate-Röhrchen überführt. Die Zellsuspension wurde zur Erholung der Zellen 

für 2h bei 37 °C inkubiert und nachfolgend in 20 ml Formiat/Nitrat -Weichagar eingegossen. 

Zur Selektion der entsprechenden Klone wurde das entsprechende Antibiotikum dem 

Weichagar hinzugegeben. Die Agarplatten wurden für 2 bis 4 Tage in Anaerobentöpfe 

(OXOID) bei 37 °C unter N2-Atmosphäre inkubiert.  

Die, durch die Transformation, entstandenen W. succinogenes Kolonien wurden mit Hilfe von 

Spritzen aus dem Agar in 1 ml Formiat/Fumarat bzw. Formiat/Nitrat -Medium ohne 

Antibiotikum aufgenommen und in sterile, anaerobe Hungate-Röhrchen überführt und bei 

37 °C für 5 h Stunden inkubiert. Die Zellsuspension wurde nachfolgend in 10 ml des 

entsprechenden Mediums mit selektierendem Antibiotikum überführt und über Nacht bei 

37 °C inkubiert. Anschließend wurde der Erfolg der homologen Rekombination und die 

Korrektheit des Genotyps mittels Kolonie-PCR überprüft. 

3.7.3. Transformation von N. vireti  

Herstellung elektrokompetenter N. vireti Zellen (MEDDEB-MOUELHI et al., 2012) 

Zur Herstellung elektrokompetenter N. vireti Zellen wurde eine Einzelkolonie über Nacht in 

5 ml TSB-Medium bei 37 °C und 180 rpm inkubiert. Diese Übernachtkultur wurde 

verwendet, um 50 ml Wachstumsmedium (Tab. 12) in einem 300 ml Schikane-

Erlenmeyerkolben zu inokulieren. Nach einer Inkubationszeit von vier Stunden bei 37 °C 

und 180 rpm wurde die Zellkultur für 10  min auf Eis gekühlt bevor sie für 5 min bei 4 °C 

und 8000 x g pelletiert wurde. Der Überstand wurde nachfolgend verworfen und die Zellen 

in eiskaltem Elektroporationsmedium (Tab. 13) aufgenommen. Die Zellen wurden daraufhin 

5 min bei 4 °C und 8000 x g zentrifugiert und durch das dreimalige Wiederholen dieses 

Schrittes gewaschen. Zum Abschluss wurde das Zellpellet in 500 µl Elektroporationsmedium 

resuspendiert und als 100 µl Aliquots bei -80 °C bis zum Transformationsversuch gelagert.  

Durchführung der Transformation von N. vireti 

Die Transformation von elektrokompetenten N. vireti Zellen erfolgte mittels Elektroporation 

und beruht auf den Protokollen von VEHMAANPERÄ et al. (1991) und ZAKATAEVA et al. (2010). 

Ein 100 µl Aliquot der zuvor erstellten elektrokompetenten Zellen wurde auf Eis aufgetaut. 

Der Zellsuspension wurde 100 ng DNA hinzugefügt, für 5 min auf Eis inkubiert und 
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nachfolgend in eine vorgekühlte Elektroporationsküvette, mit einer Spaltbreite von 1  mm, 

überführt. Nun wur de die Zellsuspension einem einzelnen elektrischen Puls (25 µF, 200 Ý, 

21 kV/cm) ausgesetzt. Sofort darauf wurde 1 ml gekühltes Regenerationsmedium (Tabelle 

14) in die Küvette gegeben. Nach einer dreistündigen Inkubation bei 30 °C und 200 rpm 

wurden die Zellen 1 min bei 8000 x g und RT pelletiert. Der Überstand wurde verworfen, 

die Zellen im verbleibenden Tropfen resuspendiert und auf einer TSA-Agarplatte 

supplementiert mit 5 µg/ml Erythromycin ausplattiert. Die Inkubation der Agarplatten 

erfolgte für zwei bis drei Tage bei 30 °C. Zur genotypischen Charakterisierung der 

transformierten Zellen, wurden ganze Zellen unterschiedlicher Kolonien als Template in eine 

Kolonie-PCR gegeben um mittels spezifischer Oligonukleotide die Insertion der spezifischen 

Gensequenzen zu kontrollier en. Erfolgreich transformierte Zellen wurden  anschließend 

unter Selektionsdruck über Nacht bei 37 °C und 250 Upm inkubiert , um nachfolgend 

Verdünnungen mit 102 Zellen/100  µl auf TSAem-Agarplatten zu erstellen. Es folgte eine 

Inkubation der Platten bei 30 °C für 3 Tage. Entstandene Kolonien wurden mittels Kolonie-

PCR nochmals auf die Deletion des untersuchten Gens getestet. Positive Klone wurden dann, 

zum sog. Auskurieren des Shuttle-Plasmids, nochmals bei 30 °C und 250 Upm ohne 

Selektionsdruck in 25 ml TSB-Medium inkubiert. Es folgte eine weitere Inkubation der Zellen 

sowie eine Verdünnung zur Kultivierung von Kolonien auf TSA-Platten. Diese Kolonien 

wurden im Anschluss auf die Deletion des zu untersuchenden Gens sowie die Abwesenheit 

des Shuttle-Plasmids mittels Kolonie-PCR überprüft.  

Tab. 12. Wachstumsmedium zur Transformation von N. vireti. 

Inhaltsstoff Endkonzentration  
TSB 40 g/L  
Sorbitol  0,5 M  

Betain 7,5 % [w/v]  

ad 1000 ml H2Obidest  

 

Tab. 13. Elektroporationsmedium zur Transformation von N. vireti. 

Inhaltsstoff Endkonzentration  
Sorbitol  0,5 M  

Mannitol  0,5 M 

Glycerol  10 % [w/v]  

Betain 7,5 % [w/v]  

ad 1000 ml H2Obidest  

 

Tab. 14. Regenerationsmedium zur Transformation von N. vireti. 

Inhaltsstoff Endkonzentration  
TSB 30 g/L  

Sorbitol 0,5 M 

Mannitol  0,38 M 

ad 1000 ml H2Obidest  
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3.7.4. Herstellung und  Charakterisierung von 

Deletionsmutanten  

Die zur Herstellung von Deletionsmutanten notwendige Transformation von W. succinogenes 

als auch von N. vireti beruhte auf dem Prinzip der Elektroporation. Durch die Elektroporation 

werden die zuvor präparierten kompetenten Zellen (Kapitel 3.7.3) einem elektrischen Feld 

ausgesetzt. Dadurch wird die Zellmembran permeabilisiert und es entstehen kurzzeitig 

Löcher in der Zellmembran, wodurch Fremd-DNA (z.B. ein Plasmid) in die Zelle gelangen 

kann. Um ein Abtöten der Zellen durch einen elektrischen Kurzschluss zu vermeiden, sollten 

sowohl die elektrokompetenten Zellen als auch die DNA-Lösung möglichst frei von Salzen 

sein. Des Weiteren führt die Verwendung von Medien mit osmotisch aktiven Substanzen zu 

einer erhöhten Transformationseffizienz, da dem osmotischen Effekt entgegengewirkt wird. 

Dieser entsteht durch die Permeabilisierung der Zellmembran und könnte zu einem 

osmotischen Schock und somit zum Zelltod führen (XUE et al., 1999). 

In beiden Organismen sollte jeweils ein ausgewähltes Gen deletiert werden. Im Falle von 

W. succinogenes wurde das Gen durch eine Antibiotikum-Resistenzkassette ersetzt, die sich 

auf einem Plasmid (Tab. 7), abgeleitet vom Plasmid pPR-IBA1, befand. Im Gegensatz dazu 

erfolgte die Deletion in N. vireti markerfrei unter der Verwendung des temperatursensitiven 

Plasmids pHBintE (Tab. 7). Dieses Plasmid trägt einen Replikationsursprung für E. coli, eine 

in E. coli vermittelt e Ampicillinresistenz (Gen bla), einen Replikationsursprung für Bacillus 

sp. und das Gen ermC, welches für die Erythromycinresistenz von Bacillus sp. verantwortlich 

ist (BARG et al., 2005; BIEDENDIECK et al., 2010). Des Weiteren besitzt es ein modifizierte s 

repF-Gen, welches das temperatursensitive Replikon RepF kodiert. Durch dieses wird das 

Plasmid in Bacillus sp. bei der permissiven Temperatur von 30 °C repliziert , jedoch nicht bei 

der restriktiven Temperatur von 37 °C, welches notwendig für die Transformation ist 

(VILLAFANE et al., 1987). Für die Generierung von genomischen Deletionen mussten beide 

Plasmide zusätzlich einen ca. 500 bis 650 bp großen Sequenzabschnitt enthalten, welcher 

identisch zu den flankierenden Bereichen des zu deletierenden Gens sind. Durch diese 

homologen Flanken kann das Plasmid an exakter Stelle sowohl in das Genom integrieren als 

auch exzidieren. Laufen die Integration und die Exzision jeweils über die gleiche Flanke, so 

entfernt sich das Plasmid unverändert wieder aus dem Genom. Geschieht dieser Vorgang 

jedoch über unterschiedliche Flanken, so wird der zu mutierende Genbereich durch den 

Sequenzbereich des Plasmids ersetzt. Somit verbleibt ein verkürztes oder durch eine 

Antibiotikumresistenz ersetztes Gen im Genom des Zielorganismus. Nach der 

Transformation gewachsenen Zellen wurden mittels PCR auf die doppelt -homologe 

Rekombination überprüft und zum anderen wurden die mutierten Genbereiche mittels 

Sequenzierung evaluiert.  
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3.8. Biochemische Methoden 

3.8.1. Bestimmung von Formiat  

Die Formiatkonzentration wurde durch ein kolorimetrisches Assay bestimmt, welches auf 

der Bildung spektralphotometrisch messbarer Komponenten basiert. Hierbei erfolgte die 

Bestimmung durch die enzymatische Reduktion von NAD+ durch Formiat in der Anwesenheit 

der Formiat-Dehydrogenase (FDH). 20 µl Probe, mit einer maximalen Konzentration von 

5 mM Formiat, wurden mit 500 µl Phosphat-Puffer (150 mM, pH 7,5) und 60 µl NAD + -

Lösung (20 mM in Wasser) gemischt. Die Start-Extinktion wurde bei einer Wellenlänge von 

366 nm gemessen. 5 ml FDH (100 U/ml) wurden der Lösung hinzugegeben und für 60 min 

bei 37 °C inkubiert. Nachfolgend wurde die End-Extinktion bei 366  nm gemessen und die 

Formiatkonzentration mit folgenden Formeln berechnet:  

ὧάὓ  
Ў Ў

ςωȟςυ  334nm = 3,4 mM -1 cm-1 

3.8.2. Bestimmung von  Nitrat  

Die Nitratkonzentration wurde durch ein kolorimetrisches Assay bestimmt, welches auf der 

Bildung spektralphotometrisch messbarer Komponenten basiert. In stark sauren Lösungen 

bildet Nitrat mit 2,3 -Dimethylphenol einen 2,6-Diemethyl-4-Nitrophenol -Komplex (HARTLEY 

& ASAI, 1963). Dessen Konzentration wurde bei einer Extinktion von 334  nm photometrisch 

gemessen. Mit Hilfe von Amidosulfonsäure wurde mögliches, anfallendes Nitrit in der Probe 

entfernt. Hierfür wurde 0,1 ml Probe mit 0,1 ml Amidosulfonsäure (1 % (w/v) in Wasser) 

und 0,8 ml Säuregemisch (Schwefelsäure [96  %] : Phosphorsäure [85  %] im Verhältnis 1 : 

1) gemischt und 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die maximale Nitrat konzentration 

der Probe durfte 0,4 mM nicht überschreiten. Anschließend wurden 0,1 ml 2,6-

Diemethylphenol-Lösung (0,12 g in 100 ml Essigsäure [100 %]) dem Gemisch hinzugefügt 

und für weitere 60 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die Extinktion wurde nachfolgend in 

einer Quarzküvette (Schichtdicke: 1 cm) bei einer Wellenlänge von 334 nm photometrisch 

bestimmt. Die Nitratkonzentration wurde mit Hilfe folgender Formel berechnet:  

ὧάὓ  
Ў

ρρ    334nm = 8,1 mM -1 cm-1 

3.8.3. Bestimmung von Nitrit  

Die Nitritkonzentration wurde durch ein kolorimetrisches Assay bestimmt, welches auf der 

Bildung spektralphotometrisch messbarer Komponenten basiert. In Anwesenheit von 

Sulfanilamid diazotiert Nitrit zu Diazoniumsalz, welches wiederum mit N -Ethylendiamin 

einen Komplex bildet. Dessen Konzentration kann photometrisch bei einer Extinktion von 

546 nm photometrisch bestimmt werden (RIDER & MELLON, 1946). Hierfür wurden 0,2 ml 

Probe mit 0,2 ml Sulfanilamid (1  % (w/v) in 2,5  N HCl) gemischt und für 15 min auf Eis 

inkubiert. Die maximale Nitritkonzentration der Probe durfte 0,1 mM nicht ü berschreiten. 

Anschließend wurde dem Gemisch 0,2 ml Naphthylethylen (0,1 % (w/v) in Wasser) 
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hinzugefügt und für weitere 30 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die Extinktion wurde, 

nach Zugabe von 0,4 ml Wasser, in einer Quarzküvette (Schichtdicke: 1 cm) bei einer 

Wellenlänge von 546 nm photometrisch bestimmt. Die Nitritkonzentration wurde mit Hilfe 

folgender Formel berechnet: 

ὧάὓ  
Ў

υ   334nm = 50 mM -1 cm-1 

3.8.4. Bestimmung von NO, N2O und N2 

Die Bestimmung der Gas NO, N2O und N2 erfolgte durch das automatisierte Gas-Analyse-

System (Abb. 7) an der Norwegian University of Life Sciences in Ås (Norwegen) in den 

Arbeitsgruppen von Frau Professor Åsa Frostegård und Herrn Professor Lars R. Bakken. Mit 

Hilfe des automatisierten Gas-Analyse-Systems wurden simultane Gaskinetiken von 

wachsenden Kulturen zeitnah erfasst. Die maximale Anzahl an 120 ml großen 

Inkubationsgefäßen, die gleichzeitig beprobt werden konnten, war auf 30 beschränkt. Ein 

Autosampler (CTC GC-PAL, Agilent), welcher an eine peristaltische Pumpe gekoppelt war, 

ermöglichte die automatische Entnahme von 2 ml Gasphase mittels angeschlossener Kanüle 

durch das Septum. Das entnommene Volumen wurde mit Helium und überschüssiger Probe 

aufgefüllt, damit ein konstanter Druck während der Messungen gewährleistet wurde. Zur 

Analyse der Probe, welche über die sogenannten sample loops aufgeteilt wur de, wurde ein 

Gaschromatograph (Varian CP4900), ausgestattet mit 2 Säulen (poraPlot, Molsieve), 

verwendet. Die Detektion von N2O und N2 wurde mit Hilfe eines 

Wärmeleitfähigkeitsdetektor (TCD) und für NO ein Chemoluminiscence NOx analyser (Model 

200A) durchgeführt ( MOLSTAD et al., 2007). Bei jedem Experimentdurchlauf wurden 

Standards mit bekannter initialen Sauerstoff - und Stickstoffkonzentration mitgeführt. Die 

gewonnen Werte wurden durch eine Datenverarbeitungssoftware (Galaxie) nach 

Inkubationsgefäß, detektiertem Gas und Probezeitpunkt sortiert und in einer Datei 

zusammengefasst. Durch die Probenentnahme und durch das Wiederauffüllen mit Helium, 

entstand eine Verdünnung der initialen Gasphase, welche mit Hilfe der mitgeführten 

Standards berechnet wurden. Dieser Verdünnungsfaktor wurde für jedes Experiment zur 

Berechnung der finalen Gaskonzentrationen und zur Erstellung der Gaskinetiken 

berücksichtig.  
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Abb. 7. Model des automatisierten Gas-Analyse-Systems (MOLSTAD et al., 2007). 

 

3.8.5. Mikro respirometrie  

Ein weiteres Verfahren, um N2O, NO und O2 zu detektieren ist die sog. Mikrorespirometrie. 

Das Mikro -Respirations System ist ein hervorragendes Werkzeug zur Messung kleinster 

Konzentrationsveränderungen in geschlossenen Systemen, durch einen unbedeutenden 

Analytverbrauch und eine sehr niedrige Nachweisgrenze. Zu den zentralen Merkmalen des 

Mikro -Respirations Systems zählen die gasdichten Glaskammern (Chamber) und die 

jeweiligen geschützten Mikrosensoren (Abb. 8). In dieser Arbeit wurde Sensoren zu der 

Detektion von N2O, NO und O2 in kleinen Volumina genutzt, um Produktions - und 

Reduktionsraten in definierten Bakteriensuspensionen zu ermitteln und vergleichen zu 

können. Zur experimentellen Vorbereitung gehören die Schritte Prä-Aktivierung, 

Polarisierung und Kalibrierung der unterschiedlichen MR-Sensoren., welche exakt nach dem 

Handbuch des Herstellers unisense durchgeführt wurden und deshalb im Folgenden nicht 

genauer erläutert werden. Die Zugabe von N2O erfolgte während der experimentellen 

Durchführung mittels konzentrierter N 2O-Lösung. Hierfür wurde eine 50 ml gasdichte 

Serumflasche mit destilliertem Wasser gefüllt und mit einem Gummistopften verschlossen. 

Nachfolgend wird dieses Wasser 10 Minuten mit 100 % N2O durchströmt. Dadurch entsteht 

eine hochkonzentrierte N2O-Lösung (siehe Konzentrationsgehalt im unisense Handbuch). 

Die Herstellung einer Sauerstoff-gesättigten Lösung erfolgte auf die gleiche Weise, indem 

Wasser 10 min mit Luft durchströmt wurde. Auch die Zugabe von NO erfolgte während einer 

MR-Messung mittels konzentrierter NO-Lösung. NO-Gas wurde chemisch durch die Reaktion 

von Natriumjodid und Kaliumnitrit mit konzentrierter Essigsäure und de r darauffolgenden 

Neutralisation mit 10  M KOH hergestellt. Das entstandene NO-Gas wurde entnommen und 

in eine mit destilliertem Wasser befüllte und mit Stickstoff durchströmte Serumflasche 

überführt. Dadurch entsteht eine gesättigte NO-Lösung, welche auch zur Kalibrierung 
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genutzt wurde. Die Zugabe von O2, NO und N2O erfolgte mittels Injektionsdeckel und einer 

Hamilton 50 µl Spritze, ohne die Chamber während des laufenden Experiments öffnen zu 

müssen. Zur Ermittlung der unterschiedlichen Produktions - und Reduktionsraten wurden 

Bakteriensuspensionen mit einer OD578/660nm  = 0,1 hergestellt, indem Zellen einer 

Übernachtkultur pelletiert und in anaeroben Puffer aufgenommen wurden ( W. succinogenes 

Zellen in 50 mM Tris/HCl + 100  mM Formiat Puffer (pH 8,0) und N. vireti Zellen in 100 mM 

KPO + 20 mM Glukose Puffer (pH 7,3)) . Diese Suspensionen wurden zur Messung in Singel- 

oder Double-Chamber überführt, mit Magnetrührfischen ausgestattet und ohne 

Gaseinschlüsse verschlossen. Die jeweiligen Sensoren wurden wie in Abb. 8 positioniert und 

die Messung mittels unisense TraceSuite Software gestartet und dokumentiert. Die 

Auswertung der Messwerte erfolgte nach Beendigung der Messung mittels der Programme 

Microsoft Excel und GraphPad Prism 8. 

 

Abb. 8. Schematische Darstellung eines unisense Mikro respirometrie Aufbaus mit einer Double-Chamber mit 

Injektionsöffnung (verändert nach SUENAGA et al., 2018). 

 

3.9. Transkriptomanalyse  

3.9.1. Zellzucht und Probenverarbeitung  

Die Zellzucht von W. succinogenes erfolgte für die Langzeit-Experimente wie in Kapitel 3.5.1 

beschrieben mit Fumarat oder Nitrat als Elektronendonator. Alle Medien wurden zusätzlich 

mit 15 mM Kupferchlorid supplementiert und im Gegensatz zu den zuvor beschriebenen 

Medien enthielten sie nur 0,34 mM L-Cystein und 0,28 mM L-Glutaminsäure. Die 

Vorkulturen wurden mit dem jeweiligen Elektronenakzeptor über Nacht bei 37  °C inkubiert 

und zur sukzessiven Inokulierung  frischer Medien in einer Verdünnung von 1:100 

verwendet. Die Hauptkulturen wurden auf eine OD578nm von 0,05 beimpft und inkubiert , bis 

sie eine OD578nm von etwa 0,3 erreichten. 1*109 Zellen wurden mittels Zentrifugation für 5 

min und 5000 rpm bei 4 °C geerntet, in 20 µL RNALater (Thermo Fisher Scientific) 



 

 
48 

resuspendiert und anschließend für die Transkriptom-Sequenzierung in flüssigem Stickstoff 

eingefroren.  

Für die Induktionsexperimente wuchsen die Vorkulturen mit Fumarat als 

Elektronenakzeptor. Auch die Hauptkulturen wurden in  100 mM Formiat und 90 mM 

Fumarat Medium bei 37 °C inkubiert, bis die Zellen eine OD578nm von etwa 0,3 erreichten. 

Daraufhin wurden die Kulturen mit Kaliumnitrat (10 mM Endkonzentration) oder NO 

gesättigtem Wasser (1 µM Endkonzentration) versetzt. Proben mit 1*109 Zellen für die 

Transkriptom -Sequenzierung wurden direkt vor, direkt nach, 30 min, 60 min, 90 min und 

120 min bzw. 180 min nach der Exposition entnommen und wie oben beschrieben 

behandelt. Mit 10-minütiger  Vorbereitungszeit entsprachen somit die Inkubationszeiten 

nach der Induktion 10, 40, 70, 100 und 130  min bzw. 190 min.  

Für die Zellzucht von N. vireti wurde 100 % TSB verwendet und mit 5 bzw. 20 mM 

Kaliumnitrat supplementiert (Kapitel 3.5.2). Die Vorkultur wurde für jede Probe anaerob in 

100 % TSB bei 37 °C kultiviert und zur Inokulierung der anaeroben Hauptkulturen genutzt. 

Diese wurden auf eine OD660nm von 0,5 beimpft und bei 37 °C vermehrt. Proben für das 

Langezeit-Experiment wurden von jeder Wachstumsbedingung in der exponentiellen 

Wachstumsphase entnommen. Wie zuvor beschrieben wurden auch für N. vireti 1*10 9 Zellen 

mittels Zentrifugation für 5 min und 5000 rpm bei 4  °C geerntet, in 20  µL RNALater (Thermo 

Fisher Scientific) resuspendiert und anschließend für die Transkriptom-Sequenzierung in 

flüssigem Stickstoff eingefroren.  

Induktionsversuche mit N. vireti erfolgten auch in 100 % TSB Medium. Hierbei wurde wie 

zuvor beschrieben, eine aerobe Vorkultur zur Inokulierung der anaeroben Hauptkultur 

verwendet. Hierbei wurden die Zellen zuerst ohne Nitrat für 3 Stunden inkubiert und 

nachfolgend mit Kaliumnitrat (Endkonzentration 5 bzw. 20  mM) supplementiert.  Proben mit 

1*10 9 Zellen für die Transkriptom-Sequenzierung wurden direkt vor, direkt nach, 30 min, 

60 min, 90 min und 120 min bzw. 180 min nach der Exposition entnommen und wie oben 

beschrieben behandelt. Mit 10-minütiger Vorbereitungszeit entsprachen somit die 

Inkubationszeiten nach der Induktion 10, 40, 70, 100 und 130  min bzw. 190 min.  

3.9.2. RNA-Isolierung und Sequenzierung  

Die RNA-Isolierung und cDNA-Bibliotheksgenerierung wurden vom Next Generation 

Sequencing Competence Center Tübingen (NCCT) durchgeführt. Die Bibliotheken wurden 

auf einer NextSeq 500-Plattform mit einem Illumina Stranded Total RNA Prep Ligation with 

Ribo-Zero Plus Kit sequenziert. Die so erhaltenen Bibliotheken wurden mit der Paired End-

Methode sequenziert. Pro biologisches Replikat wurden mindestens 15 Millionen Reads für 

W. succinogenes- und mindestens 30 Millionen Reads für N. vireti-Präparationen erhalten, für 

jedes Ende des Fragmentes wurden dabei 100 bp sequenziert. 
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3.9.3. Transkriptalignment und Quantifizierung  

Die nachfolgend beschriebenen Methoden zum Transkriptalignment, der Quantifizierung, 

Normalisierung und Evaluierung sowie die daraus resultierenden Daten wurden von 

Dr. Jakob Eller generiert und für diese Arbeit zur Verfügung gestellt. Mithilfe der 

Programmiersprache R (4.1.1) wurde das Alignment und die Quantifizierung der 

Transkripte durchgeführt. Zudem konnten durch Installation zusätzlicher Pakete von 

Bioconductor die Daten in R visualisiert werden (SONESON et al., 2015; LOVE et al., 2015; 

https://bioconductor.org).  

Die erhaltenen Sequenzen wurden vom NCCT als FASTQ-Daten online bereitgestellt und 

nach Speicherung auf einer TU-internen Hardware mit Hilfe geeigneter R-Pakete weiter 

analysiert. Sofern nicht anders angegeben, besaßen die Argumente der angewendeten 

Funktionen ihre vorgegebenen Werte. Als genomische Referenz für das Sequenz-Alignment 

diente eine FASTA-Datei von Wildstamm W. succinogenes DSM1740 (NCBI-ID: BX571656.1), 

bei welcher der Locus WS0914 bis WS0916 durch einen ununterbrochenen offenen nosZ-

Leserahmen ersetzt wurde. Dies entspricht dem Leserahmen, wie er im Stamm 

W. succinogenes nosZ+  vorhanden ist. Der Sequenzabgleich mit der Referenz wurde mit der 

Funktion align (Paket Rsubread) durchgeführt. Die erzeugten BAM-Datensätze wurden mit 

dem Algorithmus sortBAM (Rsamtools) sortiert, gefolgt von einer Quantifizierung der 

Transkriptmengen für jedes Gen mittels summarizeOverlaps (GenomicAlignments), wobei das 

Argument fragments auf true gesetzt wurde. Als Feature-Referenz wurde die entsprechende 

GFF3 verwendet, die so bearbeitet wurde, dass sie mit der modifizierten FASTA 

übereinstimmte.  

3.9.4. Normalisierung und Evaluierung der Daten  

Die Normalisierung der Zählungen wurde mit Funktionen des Paketes Bioconductor Vignette 

DESeq2 (LOVE et al., 2022) durchgeführt. Zunächst wurden die summarized experiments 

entweder aus allen Steady-State- oder aus den Induktionsexperimenten zu einem Datensatz 

zusammengefügt, wobei die Versuchsbedingungen den jeweiligen Zählmatrizen in einer 

hinzugefügten Spalte dex des Datenbereichs colData zugeordnet wurden. Größenfaktoren 

und Stichprobenstreuungen wurden mithilfe der Funktionen DESeqDataSet, als Argument 

design wurde ~dex gewählt, und DESeq berechnet. Nach Zusammenfügen von zu 

vergleichenden Experimenten wurden Fold changes und Fold change deviations für die jedem 

Gen zugeordnete Transkriptmenge über die Funktion results ermittelt. Für das Argument 

´amlrp_qr§ uspbcl bgc cvncpgkclrcjjcl @cbgleslecl bcp Qn_jrcdex gewählt. Bei 

Induktionsexperimenten wurden die Transkriptmengen für jedes Gen mit den Zahlen des 

jeweiligen Gens in der unmittelbar vor der Induktion entnommenen  Probe verglichen. Binär-

logarithmische Werte wurden mit der Funktion normTransform berechnet. 
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4. NO-Detoxifizierung und N 2O-Produktion in W. succinogenes 

4.1. Erzeugung von Deletionsmutanten  

Der DNRA Modellorganismus W. succinogenes besitzt die Fähigkeit, während des Wachstums 

in Nitrat -suffizientem Medium [80/50] , welches 80 mM Formiat und 50 mM Nitrat enthält , 

geringe Mengen N2O zu produzieren. Hierbei nutzt W. succinogenes Formiat als 

Elektronendonator und reduziert mittels DNRA Nitrat als Elektronenakzeptor zu Nitrit. 

Letzteres akkumuliert im Medium und reagiert  (nicht quantitativ)  höchst wahrscheinlich mit 

dem supplementierten BHI zu NO (LUCKMANN et al., 2014). Angenommen wird, dass in 

W. succinogenes aus akkumulierendem Nitrit und NO im Medi um, geringe Mengen N2O als 

Detoxifizierungsprodukt entsteht. Der Wildstamm von W. succinogenes besitzt im cNosZ 

kodierenden Genombereich ein IS Element (IS1302). Dieses IS Element unterbricht die 

Gensequenz der N2O-Reduktase, wodurch diese ihre Funktionalität verliert und es zu einer 

messbaren N2O Akkumulierung kommt. Bisher wurde jedoch noch nicht eindeutig geklärt, 

woher das als Substrat dienende NO stammt und welche Enzyme an der detoxifizierenden 

Umwandlung von NO zu N2O in W. succinogenes beteiligt  sind. Sowohl eine NO-

produzierende Nitritreduktase als auch eine respiratorische N2O-produzierende NO-

Reduktase konnte in W. succinogenes nicht identifiziert werden. Jedoch wurden die 

Cytochrom c Nitritreduktase (NrfA) und das Flavodieisenprotein (Fdp) bereits als Enzyme 

identifiziert, die eine Rolle bei der nitrosativen Stressabwehr in W. succinogenes spielen 

(KERN et al., 2011). Zur genaueren Charakterisierung der N2O-Produktion aus NO, wurden 

unterschiedliche Einzel-, Doppel-, und Tripel-Deletionsmutanten des W. succinogenes 

Wildstamms mittels homologer Rekombination erstellt. Diesen Mutanten fehlten die Gene 

nrfHA, fdp, norH und/oder  hcp. Die Herstellung der Einzel-Deletionsmutanten 

W. succinogenes ɝnorH::apr und ɝhcp::kan erfolgte in dieser Arbeit. Zur Kontrolle, ob 

W. succinogenes ohne diese Gene zur NO-Reduktion in der Lage ist, wurden diese in den 

Mutanten ɝnorH::apr und ɝhcp::kan durch eine Apramycin- bzw. Kanamycin-Resistenzgen-

Kassette ersetzt (Abb. 9). Diese Mutanten dienten nachfolgend als Grundlage zur Herstellung 

der Doppel-, und Tripel-Deletionsmutanten (Tab. 1). 
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Abb. 9. Schematische Darstellung der Genkarten von hcp und norH im Wildstamm von W. succinogenes und in 

den Deletionsmutanten ɝhcp::kan und ɝnorH::apr. Blaue Boxen zeigen den Bereich der Rekombination mit dem 

jeweiligen Plasmid (Tab. 7), welches für die Herstellung der entsprechenden Mutante verwendet wurde.  

 

4.2. Wachstum und Substratumsätze in Nitrat -suffizientem 

Medium  

Die Deletionsmutanten wurden im Vergleich zum Wildstamm auf das Wachstum unter 

anaeroben, ammonifizierenden Bedingungen untersucht. Hierbei wurden die 

Metabolitkonzentrationen jeder wachsenden Kultur erfasst sowie sog. Gasprofile 

aufgenommen. Bei Letzteren wurden die Konzentrationen der Gase NO, N2O und N2 

detektiert (siehe Kapitel 3.8.4). Um eine Nitrit -Akkumulation im Medium zu erreichen , 

wurde auch in dieser Arbeit das als [80/50] bezeichnete Medium verwendet. Für die 

vollständige Reduktion von Nitrat zu Ammonium werden 8 Elektronen benötigt, zwei für die 

Reduktion zu Nitrit und die restlichen 4 zur Reduktion zu Ammonium. Pro Molekül Formiat 

stehen 2 Elektronen zur Verfügung, weshalb im [80/50] Medium der verfügbare 

Elektronenakzeptor nicht vollständig reduziert werden kann und es zu einer Akkumulation 

von Nitrit im Medium kommt. Zur Erfassung der Wachstumsparameter wurden die Zellen in 

120 ml Serumflaschen mit 50 ml Medium bei 37 °C inkubiert. Das Medium wurde zuvor 

sterilisiert und mit Stickstoff anaerobisiert. Die Probenentnahme zur OD578nm-Messung sowie 

Metabolitbestimmung (siehe Kapitel 3.8.1, 3.8.2 und 3.8.3) erfolgte stündlich. Die Detektion 

der Gase NO, N2O und N2 erfolgte in einer Parallelkultur mittels eines Gaschromatographen 

an der Norwegian University of Life Science in Ås. Die Inkubationsbedingungen der 

Parallelkulturen glichen sich hinsichtlich der Temperatur, Chemikalien und Volumina. Die 

einzigen Unterschiede lagen in der Art des verwendeten Gases zur Anaerobisierung (Helium 

vs. Stickstoff) und der Durchmischung des Mediums mittels Rührfisches während der 

Inkubation  (s. Kapitel 3.8.4). Die Aufzeichnung der OD578nm-Werte sowie die 
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Probenentnahme zur Metabolitbestimmung erfolgte bis zum Eintritt in die stationäre 

Wachstumsphase. Die Erfassung der Gasprofile erfolgte hingegen über eine 

Inkubationsdauer von ca. 40 Stunden. Zu besseren Übersicht und Vergleichbarkeit wurden 

die Wachstumsparameter wie die Verdopplungszeit, maximal erreichte OD578nm und 

Verbrauchsraten von Formiat, Nitrat und Nitrit in Tab. 15 zusammengefasst. Zum Vergleich 

der ermittelten Gasprofile wurden die Konzentrationen von NO, N2O und N2 zu festen 

Zeitpunkten in der frühen stationären Wachstumsphase (gestrichelte Linien in Abb. 10-11) 

sowie nach 40 Stunden Inkubation aufgelistet (Tab. 16).  

Tab. 15. Wachstumsparameter von Wildstamm- und Mutantenzellen von W. succinogenes während der 

Inkubation mit 80 mM Formiat und 50 mM Nitrat sowie die dazugehörigen Umwandlungsraten von Formiat, 

Nitrat und Nitrit. *Zeitpunkt der Bestimmung ist in Abb. 10 und Abb. 11 als gestrichelte Linie dargestellt. 

Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind ebenso der Abb. 10 und Abb. 11 zu entnehmen.  

Stamm/ 
Mutante    

Verbrauchtes bzw. 
produziertes  

Zeitlich gemittelte 
Reduktions - bzw. 
Produktionsrate  

 
td 

[h]  OD578*  
Formiat* 

[mM]  

Nitrat* 

[mM]  

Nitrit* 

[mM]  

Formiat 
[mM * 

h-1]  

Nitrat 
[mM * 

h-1]  

Nitrit 
[mM * 

h-1]  

Wildstamm 1,63 0,78 81,4 44,2 26,0 15,2 8,8 8,6 

ɝnrfHA::cat 2,20 0,43 63,8 54,4 52,6 9,1 12,5 13,0 

ɝfdp::kan 1,37 0,84 79,7 46,0 28,4 13,0 6,1 8,0 

ɝnorH::apr 1,62 0,82 77,0 46,9 18,7 12,8 10,4 6,8 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 
1,84 0,49 60,7 50,0 49,9 13,3 15,5 11,9 

ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr 
1,94 0,39 59,0 48,7 46,7 7,8 9,9 11,4 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 
1,11 0,84 79,2 38,6 23,5 14,5 8,1 5,3 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

1,74 0,46 61,1 48,6 44,3 10,8 11,1 10,9 

ɝhcp::kan 1,48 0,49 63,0 37,8 34,1 8,1 3,6 7,2 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat 
2,00 0,27 18,6 22,5 29,0 2,4 2,3 4,7 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr 
1,30 0,52 49,7 23,8 20,3 7,7 4,4 5,5 
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Tab. 16. Maximale NO-, N2O- und N2-Konzentrationen von W. succinogenes Wildstamm- und Mutantenzellen zu 

Beginn der stationären Wachstumsphase und nach 40 Stunden Inkubation in Medium mit 80 mM Formiat und 

50 mM Nitrat. *Zeitpunkt der Bestimmung ist in Abb. 10 und Abb. 11 als gestrichelte Linie dargestellt. 

Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind ebenso der Abb. 10 und Abb. 11 zu entnehmen.  

Stamm/ 
Mutante  

Konzentration am Beginn der 
stationären Wachstumsphase*  

Konzentration nach 40 h 
Inkubation  

 NO N2O-N N2-N NO N2O-N N2-N 

 [nmol/ Flasche]  [nmol/ Flasche]  

Wildstamm 2017 26 1033 550 897 3527 1130 

Wildstamm 2019 66 2223 797 1370 10160 1547 

ɝnrfHA::cat 4,0 400 2053 202 4983 3853 

ɝfdp::kan 31 1120 510 1323 3900 1183 

ɝnorH::apr 56 927 567 691 3177 1027 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 
5,5 1463 400 737 5580 1945 

ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr 
3,9 953 2603 2561 12680 5185 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 
76 953 460 902 3297 773 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

2,6 1683 160 1,2 6223 1543 

ɝhcp::kan 478 470 1135 2107 4560 2120 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat 
687 23 5 2583 1180 0 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr 
466 320 690 2042 4113 1395 

Hitzeinaktivierte 

Zellen (HIZ)  
2 0 460 3 0 550 

HIZ + 10 mM 

Nitrit  
237 0 0 1566 230 0 

HIZ + 20 mM 
Nitrit  

577 10 0 3104 520 0 

HIZ + 30 mM 

Nitrit  
886 10 460 3448 450 1060 

HIZ + 40 mM 

Nitrit  
1551 40 610 4357 670 1790 

HIZ + 50 mM 

Nitrit  
1763 50 620 4931 650 2040 

 

Zur Charakterisierung wurde das Wachstum, wie oben beschreiben, von Wildstamm- sowie 

Mutantenzellen von W. succinogenes in Nitrat -reichem Medium aufgenommen. Hierbei ergab 
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sich eine Verdopplungszeit des Wildstamms von 1,63 h und eine maximale optische Dichte 

von 0,78 (Tab. 15). Das Fehlen der Nitritreduktasegene nrfHA in einigen der untersuchten 

Mutanten führte zu einer erhöhten Verdopplungszeit und einer geringeren optischen Dichte 

im Vergleich zum Wildstamm. Dieses Wachstumsdefizit ist für diese Mutanten konsistent, da 

es durch das Fehlen der Nitritreduktase die Nitratammonifikation  unterbrochen wird  und es 

folglich  zu einer Akkumulation von Nitrit kom mt, da die Zellen kein Ammonium produzieren 

können (SIMON et al., 2000). Dies ist der Grund, dass alle Vorkulturen der untersuchten 

Zellen zur Sicherstellung gleicher Ausgangsbedingungen, in Fo/Fu Medium (siehe Kapitel 

3.5.1) kultiviert wurden. In diesem Medium dienen 100  mM Formiat und 90 mM Fumarat 

als Elektronendonator- bzw. -akzeptor, wodurch sich die Wachstumsparameter aller 

Mutanten mit dem Wildstamm gleichen (Daten nicht gezeigt). Ein identisches bzw. leicht 

verbessertes Wachstum unter Nitrat-reichen Bedingungen zeigen die Einzel- und Doppel-

Deletionsmutanten von fdp und norH. Hierbei ergaben sich sogar leicht verkürzte 

Verdopplungszeiten von 1,37 h sowie gering erhöhte maximale optische Dichten von 0,84. 

Im Gegensatz dazu führte nicht nur die Deletion von NrfHA als Einzel- und Doppelmutation 

zu beeinträchtigtem Wachstum, sondern auch die Deletion des Gens hcp. Hierbei führt die 

Einzelmutation zwar zu einer verkürzten Verdopplungszeit von 1,48 h im Vergleich zum 

Wildstamm, jedoch erreicht die Kultur ausschließlich eine maximale Zelldichte von 0,49. 

Den gleichen Effekt erkennt man bei der Doppelmutante ɝhcp::kan ɝnorH::apr. Hier liegt 

die Verdopplungszeit sogar nur bei 1,30 h und die maximale OD578nm bei 0,52. Die größte 

Wachstumsbeeinflussung zeigt die Doppelmutante ɝhcp::kan ɝnrfHA::cat. Hier führt das 

Fehlen der Nitritreduktase und des Hybrid-Cluster-Proteins sowohl zu einer erhöhten 

Verdopplungszeit von 2 h sowie zu einer deutlich verringerten maximalen Zelldichte von 

nur 0,27, im Vergleich zum Wildstamm. Die beschriebenen Veränderungen der 

Wachstumsparameter spiegeln sich im Verbrauch von Formiat bzw. in der Produktion von 

Nitrat und Nitrit sowie in den daraus resultierend en Umwandlungsraten wider. Auch hier 

zeigen sich keine signifikanten Veränderungen im Vergleich zum Wildstamm durch die 

Deletion von fdp und norH sowohl als Einzel- als auch Doppelmutation. Eine Verringerung 

des absoluten Formiatverbrauchs als auch eine verlangsamte Formiat-Reduktionsrate, ist 

jedoch bei allen nrfHA Deletionsmutanten zu erkennen. Hierbei sinkt der Verbrauch bis auf 

59 mM bzw. 7,8 mM*h -1 im Vergleich zum Wildstamm mit 81,4  mM bzw. 15,2 mM*h -1. 

Gleichzeitig ist in den gleichen Mutanten eine geringe, aber konsistente Erhöhung der 

Nitratreduktion vorhanden. Diese Erhöhung zeigt sich auch in der zusammenhängenden 

Nitritproduktion. Hierbei steigt die Produktion von Nitrit bis auf 52,6  mM bzw. 13 mM*h -1 

an, im Vergleich zum Wildstamm mit 26  mM bzw. 8,6 mM*h -1. Das Wachstumsdefizit in 

Verdopplungszeit und maximal erreichter OD578nm durch die Deletion von hcp, führt auch zu 

einer deutlichen Verschlechterung der gemessenen Metabolitumsätze. Die Einzelmutante 

ɝhcp::kan verbraucht lediglich 63 mM bzw. 8,1 mM*h -1 Formiat und 37,8 mM bzw. 

3,6 mM*h -1 Nitrat. Dementsprechend verringerte sich auch die Nitritproduktion auf 

34,1 mM bzw. 7,2 mM*h -1.  
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Abb. 10. Wachstum von W. succinogenes Wildstamm und Deletionsmutanten, die dazugehörigen Konzentrationen 

von Formiat ƴ, Nitrat ǒ und Nitrit ƶ und die einhergehenden Gaskonzentrationen (N2-N Ǐ; N2O-N ƺ; NO æ) in 

[80/50] Medium supplementiert mit 0,5  % BHI. Die Zellen wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml-Flaschen mit 

50 ml anaerobem [80/50] Medium inkubiert. Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 578  nm. Die 

abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. Gestrichelte Linie: 

Konzentrationen von Formiat, Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2 zu festen Zeitpunkten in der frühen stationären 

Wachstumsphase siehe Tab. 15 und Tab. 16. 
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Abb. 11. Wachstum von W. succinogenes Deletionsmutanten, die dazugehörigen Konzentrationen von Formiat ƴ, 

Nitrat ǒ und Nitrit ƶ und die einhergehenden Gaskonzentrationen (N2-N Ǐ; N2O-N ƺ; NO æ) in [80/50]  Medium 
supplementiert mit 0,5  % BHI. Die Zellen wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml-Flaschen mit 50 ml anaerobem 

[80/50] Medium inkubiert. Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 578 nm. Die abgebildeten Daten 

stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. Gestrichelte Linie: Konzentrationen von 

Formiat, Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2 zu festen Zeitpunkten in der frühen stationären Wachstumsphase siehe 

Tab. 15 und Tab. 16. 
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Noch deutlicher zeigen sich die Wachstumsdefekte bei den Doppelmutanten ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr und ɝhcp::kan ɝnrfHA::cat. Bei letzterer sinken die Verbrauchsraten von Formiat 

und Nitrat auf ein Tief von 2,4 bzw. 2,3  mM*h -1 und auch die Nitrit -Produktionsrate beträgt 

nur ca. die Hälfte des Wildstamms. Hervorzuheben ist vor allem, dass das Wachstum in allen 

drei hcp-deletierten Mutanten bereits abbricht, obwohl sowohl Formiat als auch Nitrat zur 

Verfügung stehen. Auch interessant zu erwähnen ist, dass die Deletion von norH in den 

Mutanten ɝnorH::apr, ɝfdp::kan ɝnorH::apr und ɝhcp::kan ɝnorH::apr, in denen eine 

funktionsfähige Nitritreduktase existiert, eine verringerte Nitrit -Produktionsrate im 

Vergleich zum Wildstamm zeigt, obwohl die Formiat und Nitratreduktion dem Wildstamm 

ähneln. In allen Kulturen ist eine deutliche Nitritakkumulation zu erkennen, die folglich 

durch abiotische Reaktionen mit dem hinzugefügtem BHI im Medium zu NO Produktion 

führt ( LUCKMANN et al., 2014). Diese Bildung an NO sowie die Produktion von N2O und N2 

wurde in den untersuchten Kulturen durch die in Kapitel 3.8.4 beschriebene Messmethode 

in Norwegen beobachtet und quantifiziert. Die Erstellung von Gasprofilen sollte Aufschluss 

über die Beteiligung der Enzyme NrfHA, Fdp, NorH und Hcp an der Reduktion von NO zu 

N2O in W. succinogenes als nitrosative Stressantwort bringen. Hierzu wurden zur besseren 

Vergleichbarkeit die Konzentrationen der entstehenden Gase zu definierten Zeitpunkten 

(gestrichelte Linien in Abb. 10 und Abb. 11 und nach 40 Stunden Inkubation) in Tab. 16 

dargestellt. Generell ist zu erkennen, dass die Gasproduktion erst nach dem Eintritt in die 

stationäre Phase nach 6 bis 8 Stunden Inkubation beginnt. Des Weiteren ist der Anstieg der 

Konzentrationen weitestgehend linear und unterscheidet sich hauptsächlich nach 40 

Stunden Inkubation. Wichtig zu erwähnen ist, dass zwei Gasprofile des Wildstamms von 

W. succinogenes existieren. Diese Profile wurden in zwei unterschiedlichen Jahren und 

Messreihen aufgezeichnet und verdeutlichen die Variabilität in wachsenden Kulturen. 

Trotzdem lassen sich gute und deutliche Unterschiede beim Vergleich des Wildstamms mit 

den Deletionsmutanten erkennen. In Abb. 10 ist beispielhaft nur das Gasprofil der Messung 

aus dem Jahr 2019 gezeigt. Der lineare Anstieg der N2O-Gaskonzentration ist in beiden 

Kulturen vergleichbar. Wie zuvor durch die Wachstumsparameter gezeigt, unterscheiden 

sich die Deletionsmutanten ɝfdp::kan, ɝnorH::apr und ɝfdp::kan ɝnorH::apr auch in ihren 

Gasprofilen nicht deutlich vom Wildstamm. Die Deletion von norH führt lediglich zu einer 

geringeren NO Konzentration nach 40 h im Vergleich zum Wildstamm, eventuell verursacht 

von der geringeren Nitritproduktion. Im Gegensatz dazu haben die nrfHA-Mutanten, welche 

die größte Nitritakkumulation aufweisen deutlich gering ere NO Konzentrationen sowohl 

zum Beginn der stationären Phase als auch nach 40 Stunden Inkubation. Ganz deutlich und 

vollkommen entgegen den Erwartungen, zeigt sich dieser Effekt in der Tripelmutante. 

Hierbei führt die gleichzeitige Deletion von NrfHA, Fd p und NorH zum nahezu vollständigen 

Ausbleiben einer NO Produktion mit nur 1,2 nmol pro Flasche. Die nachgewiesenen N2 

Konzentrationen zeigten neben erhöhten Werten auch eine große Variabilität auf. Dies ist 

auf den nachweislich abiotischen Ursprung von N2 zurückzuführen (LUCKMANN et al., 2014). 

Neben der späten Entstehung von NO wurde gezeigt, dass die Akkumulation von N2O 

konsistent in allen Kulturen vor der NO-Produktion begann und zusätzlich höher als die NO 

Konzentrationen waren. Dies führte zur Annahme, dass neben den bereits deletierten Genen 
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nrfHA, fdp und norH ein weiteres Enzym in W. succinogenes existiert, welches NO zu N2O 

reduziert und dessen Aktivität vor allem  in der Trip elmutante erhöht ist.  

Betrachtet man nun die Einzel- und Doppel-Deletionsmutanten von hcp, wird ein Anstieg in 

der NO Konzentration, vor allem am Beginn der stationären Phase, deutlich. Die Deletion 

von hcp führt zu einer 7 -fach erhöhten NO Akkumulation zum Eintritt in die stationäre 

Wachstumsphase bei einer gleichzeigten Verringerung der N2O Konzentration um den Faktor 

4,7 im Vergleich zum Wildstamm (2019). Auch nach 40 Stunden Inkubation führt die 

Deletion von Hcp zu einer erhöhten NO Akkumulierung und nur zu 4,6 µmol N2O-N pro 

Flasche im Vergleich zum Wildstamm mit 10,2  µmol N2O-N pro Flasche. Dieser beschriebene 

Effekt wird durch die gleichzeitige  Deletion von Hcp und NrfHA nochmals verstärkt. Die NO 

Akkumulation erhöht sich zum Eintritt in die stationäre Phase auf das 10-fache des 

Wildstamms und die N2O Konzentration ist nur noch knapp einhundertstel des Wildstamms. 

Diese Beobachtungen lassen vermuten, dass das Hybrid-Cluster-Protein in W. succinogenes 

sowohl im Wildstamm als auch in Mutanten mit intaktem hcp an der Umwandlung bzw. 

Detoxifizierung von NO zu N2O beteiligt ist und durch die Deletion von NrfHA zusätzlich 

hochreguliert wird. Es kann nicht ausgeschlossen werden, dass unter den bisher getesteten 

Bedingungen eine weitere enzymatische Umwandlung von NO zu N2O existiert. 

Kontrollexperimente mit hitzeinaktivierten Wildstammzellen in [80/50] Medium 

supplementiert mit 0 bis 50 mM Kaliumnitrit ( Tab. 16) zeigten, dass die abiotische Bildung 

von NO nahezu linear von der Nitritverfügbarkeit im Medium abhängig war. Im Unterschied 

zu den lebenden Kulturen wurde in diesen Kontrollexperimenten nach acht Stunden 

Inkubation nahezu keinerlei N2O detektiert. Dies bedeutet, dass die N2O-Produktion in 

lebenden Kulturen fast ausschließlich enzymatischer Natur ist, konträr zur N2 Produktion. 

Stickstoff wurde sogar in Abwesenheit von Nitrit nachgewiesen. Die Kontrollexperimente 

lassen die Hypothese zu, dass Zellen denen Hcp und NrfA gleichzeitig fehlten, kein chemisch 

gebildetes NO umwandeln konnten. 

4.3. Wachstum und Substratumsätze in Nitrat -limitiertem  

Medium  

Wie in Kapitel 4.2 beschrieben fördert das Wachstum in [80/50] Medium die Akkumulation 

von Nitrit und somit die Bildung von NO. Um nun das Wachstum der beschriebenen Einzel- 

und Mehrfach-Mutanten unter geringem nitrosativen Stress zu untersuchen, wurde das 

Nitrat -limitierte [80/10] Medium verwendet. In diesem Medium wird Nitrit nur in geringen 

Mengen produziert, wodurch kein NO und N2O nachgewiesen wurde (LUCKMANN et al., 

2014). Unabhängig von der Anwesenheit des Nitrit -ammonifizierenden NrfHA-Systems ist 

das Wachstum der Zellen in diesem Medium, durch den limitierenden  Elektronenakzeptor 

(Nitrat bzw. Nitrit) , begrenzt, sodass nur die Hälfte des Formiats als Elektronendonor dienen 

kann. Dies äußert sich allgemein durch das Erreichen einer geringen maximalen OD578nm im 

Vergleich zum [80/50] Medium. Hierbei erreichen der Wildstamm sowie die Mutanten mit 

funktionsfähiger NrfHA eine maximale optische Dichte im Bereich von 0,57 bis 0,69 (Abb. 

12; Tab. 17).   
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Tab. 17. Wachstumsparameter von Wildstamm- und Mutantenzellen von W. succinogenes während der 

Inkubation mit 80 mM Formiat und 10 mM Nitrat sowie die dazugehörigen Umwandlungsraten von Formiat, 

Nitrat und Nitrit. *Zeitpunkt der Bestimmung ist beispielhaft in Abb. 12 als gestrichelte Linie dargestellt. 

Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind ebenso beispielhaft der Abb. 12 zu entnehmen.  

Stamm/ 
Mutante    

Verbrauchtes bzw. 
produziertes  

Durchschnittliche 
Reduktions - bzw. 
Produktionsrate  

 td 

[h]  OD578*  
Formiat* 

[mM]  

Nitrat* 

[mM]  

Nitrit* 

[mM]  

Formiat 

[mM * h -

1]  

Nitrat 

[mM * 

h-1]  

Nitrit 

[mM * 

h-1]  

Wildstamm 1,2 0,57 43 11 4 15 5 3 

ɝnrfHA::cat 2,1 0,26 23 10 10 2 2 0,3 

ɝfdp::kan 1,3 0,57 54 12 7 12 4 3 

ɝnorH::apr 1,2 0,60 51 9 4 11 2 2 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 
1,7 0,24 28 12 9 3 4 9 

ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr 
1,9 0,22 18 8 3 2 3 3 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 
1,0 0,64 54 9 11 4 2 11 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

2,9 0,24 23 12 12 2 3 6 

ɝhcp::kan 1,1 0,60 46 13 4 17 5 2 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat 
1,7 0,25 23 11 13 5 4 5 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr 
1,1 0,69 53 10 2 10 3 0,5 

 

Erwartungsgemäß ist das Wachstum von nrfHA-defizienten Mutanten mit einer OD 578nm 

Bereich von 0,22 bis 0,26 geringer als im [80/50] Medium. Diese beträgt in allen NrfHA-

tragenden Kulturen 1,0 bis 1,2 h. Wie im nitratreichen Medium führt das Fehlen des NrfHA-

Systems auch im Nitrat-limitierten Medium zu einer verlängerten Verdopplungszeit im 

direkten Vergleich zum Wildstamm. Die Mutanten ɝnrfHA::cat, ɝnrfHA::cat ɝfdp::kan, 

ɝnrfHA::cat ɝnorH::apr und ɝhcp::kan ɝnrfHA::cat besitzen zwar eine verlängerte 

Verdopplungszeit im Vergleich zum Wildstamm in [80/10] Medium, jedoch eine kürzere im 

jeweiligen Vergleich der Mutanten, die im [80/50] Medium  vermehrt wurden. Dieser Effekt 

tritt ausschließlich in der Tripel mutante ɝnrfHA::cat ɝfdp::kan ɝnorH::apr nicht auf. Hierbei 

führt die Nitratlimitierung zu einer OD 578nm von nur 0,24 und einer erhöhten 

Verdopplungszeit von 2 h. Eine weitere Ausnahme bilden die Mutanten ɝhcp::kan und 

ɝhcp::kan ɝnorH::apr, indem sie im Vergleich zum [80/50] Medium sowohl ein schnelleres 
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Wachstum als auch eine erhöhte maximale optische Dichte zeigen. Dies suggeriert, dass ein 

Fehlen von Hcp unter geringfügigem nitrosativen Stress, bei der Anwesenheit von NrfHA, 

toleriert we rden kann. Zur weiteren Charakterisierung der Enzyme, welche putativ an der 

nitrosativen Stressantwort in W. succinogenes beteiligt sind, wurden Gaskinetiken von 

Wildstamm und Mutanten-Zellen in [80/10] Medium erstellt. Auch hierfür wurden zur 

besseren Vergleichbarkeit die Konzentrationen der entstehenden Gase zu definierten 

Zeitpunkten (gestrichelte Linie Abb. 12 und nach 40 Stunden Inkubation) in Tab. 18 

zusammengetragen. Es ist zu erkennen, dass die NO Konzentration im [80/10] Medium mit 

maximal 1,8 nmol pro Flasche (nach 40 h) nur einen Bruchteil im Vergleich zum 

nitratreichen Medium erreicht. Dies lässt annehmen, dass die Zellen unter sehr geringem 

nitrosativen Stress leiden. 

Tab. 18. Maximale NO-, N2O- und N2-Konzentrationen von W. succinogenes Wildstamm- und Mutantenzellen zu 

Beginn der stationären Wachstumsphase und nach 40 Stunden Inkubation in Medium mit 80 mM Formiat und 

10 mM Nitrat. *Zeitpunkt der Bestimmung ist in Abb. 12 als gestrichelte Linie dargestellt. Standardabweichungen 

der biologischen Triplikate sind ebenso der Abb. 12 zu entnehmen. 

Stamm/ 
Mutante  

Konzentration am Beginn der 
stationären Wachstumsphase*  

Konzentration nach 40 h 
Inkubation  

 NO N2O-N N2-N NO N2O-N N2-N 

 [nmol/ Flasche]  [nmol/ Flasche]  

Wildstamm 2019 1 263 617 0,5 227 1323 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

0 0 540 1,8 20 1340 

ɝhcp::kan 1 10 690 0,4 10 1457 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat 
172 10 587 469 413 1763 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr 
1 0 1013 0,3 0 4870 

Hitzeinaktivierte 

Zellen (HIZ)  
0,01 0 400 1 0 790 

HIZ + 10 mM 

Nitrit  
266 0 370 561 10 980 

HIZ + 20 mM 

Nitrit  
651 0 500 1496 100 1370 
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Abb. 12. Wachstum von W. succinogenes Wildstamm und Deletionsmutanten, die dazugehörigen Konzentrationen 

von Formiat ƴ, Nitrat ǒ und Nitrit ƶ und die einhergehenden Gaskonzentrationen (N2-N Ǐ; N2O-N ƺ; NO æ) in 

[80/10]  Medium supplementiert mit 0,5  % BHI. Die Zellen wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml Flaschen mit 

50 ml anaeroben [80/10] Medium inkubiert . Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 578 nm. Die 

abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. Gestrichelte Linie: 

Konzentrationen von Formiat, Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2 zu festen Zeitpunkten in der frühen stationären 

Wachstumsphase siehe Tab. 17 und Tab. 18. 
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Im Wildstamm entsteht maximal 1 nmol NO sowie maximal 263 nmol N2O-N pro Flasche. 

Die NO Konzentration steigt ausschließlich in der Deletionsmutante ɝhcp::kan ɝnrfHA::cat 

deutlich auf 172 (nach 7 h) bzw. 469 nmol (nach 40 h) pro Flasche an. Diese 

Konzentrationen befinden sich im Größenbereich der Kontrollversuche. Hierzu wurden 

hitzeinaktivierte Zellen von W. succinogenes in [80/10] Medium parallel zu den lebenden 

Kulturen inkubiert und mit jeweils 10 bzw. 20  mM Nitrit supplementiert. In diesen 

Versuchen zeigte sich, wie bereits im [80/50] Medium beobachtet, eine Nitrit -abhängige NO 

Produktion. Auch im [80/10] Medium ist die abiotische N 2 Produktion deutlich zu erkennen. 

Im Gegensatz zum [80/50] Medium, produziert die Tripelmutante im Nitrat -limitierten 

Medium maximal 1,8 nmol NO pro Flasche und eine vernachlässigbar geringe Konzentration 

an N2O. Generell ist die Produktion von N2O im Nitrat -limitierten Medium um ein Vielfaches 

geringer, als im nitratreichen Medium. Trotz des geringen NO Stresses, zeigen die Ergebnisse 

die Beteiligung von Hcp und NrfHA an der nitrosativen Stressantwort. Die Einzeldeletion 

von hcp führt in diesem Medium nicht zur Akkumulation von NO, jedoch ist die Produktion 

von N2O mit nur 10  nmol pro Flasche geringer als im Wildstamm. Dies deutet darauf hin, 

dass Hcp das N2O produzierende Enzym in W. succinogenes ist. Da die gleichzeitige Deletion 

von hcp und nrfHA zu einer Akkumulation von NO führt, suggerieren diese Werte zusätzlich 

für die Beteiligung von NrfHA an der Umwandlung von NO in W. succinogenes.  

4.4. Der Einfluss von exogenem Nitrit auf das Wachst um und 

die Substratumsätze in Nitrat -limitiertem Medium  

Zur Überprüfung der Wirkung von unmittelbar  ausgelöstem nitrosativen Stress auf das 

Wachstum der Zellen, wurden die in Tab. 1 beschriebene W. succinogenes Wildstamm und 

Mutantenzellen in [80/10] Medium inkubiert, das mit 20 mM Nitrit supplementiert war. Das 

Wachstum wurde stündlich via OD578nm Messungen verfolgt und die Metabolite zur 

jeweiligen Probe ermittelt ( Abb. 13 und Abb. 14). Zur vereinfachten Übersicht wurden auch 

hier die Wachstumsparameter sowie die Umsatzraten von Formiat, Nitrat und Nitrit in Tab. 

19 zusammengetragen. Die in Abb. 13 und Abb. 14 dargestellte, gestrichelte Linie zeigt den 

Bestimmungszeitpunkt dieser Werte an. Es ist deutlich zu erkennen, dass die Zugabe von 

20 mM Nitrit beim Wildstamm von W. succinogenes zwar zu einer erhöhten optischen Dichte 

von 0,68 führt, sich jedoch die Verdopplungszeit drastisch um den Faktor von ca. 2,5 

verlängert, im Vergleich zum das Wachstum mit [80/10] Medium  ohne zugegebenes Nitrit. 

Diese Verlängerung der Verdopplungszeit erstreckt sich sowohl über die NrfHA-tragenden 

Mutanten als auch bei den NrfHA defizienten Einfach- und Mehrfachmutanten. Bei Letzteren 

kommt es zu Verdopplungszeiten von bis zu 6,3 Stunden. Ganz zum Erliegen des Wachstums 

führt die Supplementierung von Nitrit bei den hcp Deletionsmutanten. Hier existieren 

folglich keine Umsatzraten von Formiat, Nitrat und Nitrit. Diese Ergebnisse deuten darauf 

hin, dass Zellen unter hohem nitrosativen Stress, wie hier durch die Zugabe von Nitrit 

verursacht, die Enzyme Hcp und NrfHA benötigen, wobei Hcp essenziell ist . Die Tatsache, 

dass die Deletion von hcp zum Wachstumsausfall führt, suggeriert, wie essenziell hcp für das 

Wachstum von W. succinogenes unter NO Stress ist. Gasprofile (Abb. 14; Tab. 20) von den in 

Tab. 19 aufgelisteten Kulturen unterstützen diese Aussage. Hierbei ist der Wildstamm 
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offenbar in der Lage, dass abiotisch entstehende NO ohne messbare Akkumulation während 

des exponentiellen Wachstums zügig zu N2O zu reduzieren. Die Zellen produzieren bereits 

zu Beginn der stationären Phase 8 µmol N2O-N und nach 40 h Inkubation 15,6 µmol N 2O-N 

pro Flasche. Dagegen werden nach 40  h nur 877 nmol NO pro Flasche detektiert. Die bereits 

zuvor beschriebenen Kontrollversuche (Abb. 14 und Tab. 18) zeigen, dass die 

Supplementierung von Nitrit zu Hitze -abgetötete Zellen nach 40 Stunden bis zu 1,5 µmol 

NO pro Flasche hervorrufen kann, wenn keine Enzymaktivität mehr vorhanden ist. Auch die 

Einzel-Deletionsmutanten ɝnrfHA::cat, ɝfdp::kan und ɝnorH::apr produzieren bereits zu 

Beginn der stationären Phase bis zu 5 µmol N2O-N bzw. nach 40 Stunden bis zu 8 µmol N2O-

N pro Flasche. Auch hier stieg nach 40-stündiger Inkubation die NO Konzentration nicht 

über 1 µmol pro Flasche. Ein etwas anderes Bild und anders als erwartet, zeigt die 

Tripelmutante ɝnrfHA::cat ɝfdp::kan ɝnorH::apr.  

Tab. 19. Wachstumsparameter von Wildstamm- und Mutantenzellen von W. succinogenes während der 

Inkubation in [80/10] Medium supplementiert mit 20  mM Nitrit sowie die dazugehörigen Umwandlungsraten 

von Formiat, Nitrat und Nitrit. *Zeitpunkt der Bestimmung ist beisp ielhaft in Abb. 13 und Abb. 14 als gestrichelte 

Linie dargestellt. Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind ebenso beispielhaft der Abb. 13 und 

Abb. 14 zu entnehmen. 

Stamm/ 
Mutante    

Verbrauchtes bzw. 
produziertes  

Durchschnittliche 
Reduktions - bzw. 
Produktionsrate  

 td 

[h]  OD578*  
Formiat* 

[mM]  

Nitrat* 

[mM]  

Nitrit* 

[mM]  

Formiat 

[mM * h -

1]  

Nitrat 

[mM * 

h-1]  

Nitrit 

[mM 

* h -1]  

Wildstamm 3,1 0,68 78 10 9 10 5 7 

ɝnrfHA::cat 6,3 0,16 17 8 12 2 2 1 

ɝfdp::kan 2,8 0,46 70 9 8 11 2 2 

ɝnorH::apr 1,6 0,45 69 7 3 7 3 2 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 
3,6 0,13 21 8 10 2 1 4 

ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr 
5,2 0,06 15 4 4 nicht gemessen 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 
2,5 0,54 73 9 4 11 2 1 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

4,0 0,12 15 8 10 2 2 3 

ɝhcp::kan Kein Wachstum 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat 
Kein Wachstum 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr 
Kein Wachstum 
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Tab. 20. Maximale NO-, N2O- und N2-Konzentrationen von W. succinogenes Wildstamm- und Mutantenzellen zu 

Beginn der stationären Wachstumsphase und nach 40 Stunden Inkubation in Medium mit 80 mM Formiat und 

10 mM Nitrat supplementiert mit 20  mM Kaliumnitrit. *Zeitpunkt der Bestimmung ist in Abb. 13 und Abb. 14 

als gestrichelte Linie dargestellt. Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind ebenso der Abb. 13 und 

Abb. 14 zu entnehmen. 

Stamm/ 
Mutante  

Konzentration am Beginn der 
stationären Wachstumsphase*  

Konzentration nach 40 h 
Inkubation  

 NO N2O-N N2-N NO N2O-N N2-N 

 [nmol/ Flasche]  [nmol/ Flasche]  

Wildstamm 

2019 
3 8007 940 877 15620 1487 

ɝnrfHA::cat 25 3227 315 759 8843 1930 

ɝfdp::kan 1 4955 760 906 8140 1160 

ɝnorH::apr 3 2900 750 452 7825 1700 

ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr 
1 0 2220 890 0 5975 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr 

1 1 1843 731 550 4760 

ɝhcp::kan 554 17 857 879 320 1800 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat 
544 17 70 1163 360 443 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr 
606 27 127 939 573 590 

 

Hierbei kam es bis zum Eintritt in die stationäre Wachstumsphase zu einer vernachlässigbar 

schwachen NO und N2O Produktion. Nach 40 Stunden Inkubation akkumulierte sich NO bis 

zu einer Konzentration von 731 nmol pro Flasche, jedoch erreichte die N2O-N Konzentration 

nur 550 nmol pro Flasche. Die geringen N2O Konzentration in der Tripelmutante lassen sich 

möglicherweise auf das verringerte Wachstum durch zu hohen nitrosativen Stress 

zurückführen. Wie zu erwarten lieferten die Gasprofile der hcp-Mutanten ähnliche 

Gaskonzentrationen, wie die Kontrollversuche. Das fehlende Wachstum der Zellen durch die 

Deletion von hcp unter Zugabe von Nitrit führte zu sofortiger, abiotischer Produktion von 

NO von bis zu 600 nmol pro Flasche nach 8-stündiger Inkubation. Zusammengefasst sind 

die N2O-Konzentrationen von Wildstamm-Zellen und den drei Hcp tragenden 

Einzelmutanten in 80/10 -Medium supplementiert mit 20 mM Nitrit sogar höher als in den 

entsprechenden Kulturen mit 80/50 -Medium (Tab. 16).  
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Abb. 13. Wachstum von W. succinogenes Wildstamm und Deletionsmutanten, die dazugehörigen Konzentrationen 

von Formiat ƴ, Nitrat ǒ und Nitrit ƶ und die einhergehenden Gaskonzentrationen (N2-N Ǐ; N2O-N ƺ; NO æ) in 

[ 80/ 10 ]  Medium supplementiert mit 20  mM Kaliumnitrit und 0,5 % BHI. Die Zellen wurden bei 37 °C in 
gasdichten 120-ml Flaschen mit 50 ml Medium inkubiert . Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 578 nm. 

Die abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. Gestrichelte Linie: 

Konzentrationen von Formiat, Nitrat, Nitrit, NO, N 2O und N2 zu festen Zeitpunkten in der frühen stationären 

Wachstumsphase siehe Tab. 19 und Tab. 20. 
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Abb. 14. Wachstum von W. succinogenes Deletionsmutanten, die dazugehörigen Konzentrationen von Formiat ƴ, 

Nitrat ǒ und Nitrit ƶ und die einhergehenden Gaskonzentrationen (N2-N Ǐ; N2O-N ƺ; NO æ) in [80/ 10] Medium 

supplementiert mit 20  mM Kaliumnitrit und 0,5  % BHI. Kontrollexperimente zeigen Gaskonzentrationen von 

Hitze-abgetöteten Zellen (OD578nm = 0,05) in [80/10] Medium (1), plus 10  mM (2) und 20  mM (3) Nitrit. Die 

Zellen wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml Flaschen mit 50 ml Medium inkubiert. Die Messung der optischen 
Dichte erfolgte bei 578 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit 

Standardabweichung. Kontrollexperimente mit hitzeinaktivierten Zellen  wurden einzeln gezeigt. Gestrichelte 

Linie: Konzentrationen von Formiat, Nitrat, Nitri t, NO, N2O und N2 zu festen Zeitpunkten in der frühen 

stationären Wachstumsphase siehe Tab. 19 und Tab. 20. 
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Diese Ergebnisse suggerieren eine vergleichsweise hohe Nitrit-induzierte N2O-Produktion, 

die höchstwahrscheinlich auf eine starke Reaktion der Zellen auf die extremen 

Stressbedingungen zurückzuführen ist. Dies könnte eine erhöhte Hcp-Aktivität und/oder 

einen erhöhten Hcp-Gehalt pro Zelle widerspiegeln. Wenn dies zuträfe, wäre eine NO-

abhängige transkriptionelle Hochregulierung von hcp wahrscheinlich, was im folgenden 

Kapitel 4.7 näher untersucht wird.  

4.5. Die Sensitivität gegen über Nitrit, GSNO und Hydroxylamin  

Die Auswirkungen von nitrosativem Stress durch Nitrit, die NO-abgebende Verbindung wie 

S-Nitrosoglutathion (GSNO) oder Hydroxylamin auf Wildstamm- und Mutantenzellen von 

W. succinogenes wurden mithilfe von Hemmhoftest s (Kapitel 3.5.7) untersucht. Hierfür 

wurden die Stressorverbindungen auf Filterscheiben aufgebracht und die 

Wachstumshemmungszonen wurden nach 24 Stunden Inkubation bei 37 °C auf Agarplatten 

gemessen. Die Zellen wurden anaerob entweder auf nitratreichem [80/50] Medium, auf 

nitrat -limitiertem [80/10] oder auf Formiat/Fumarat -Medium (FoFu), dass das Wachstum 

durch Fumaratatmung in Abwesenheit von Nitrat ermöglichte, inkubiert. Abb. 15A zeigt die 

Ergebnisse der Nitrit-Hinzugabe als Stressor für  die genannten drei Medien. Beim 

Wildstamm von W. succinogenes entstand ein maximaler Hemmhof mit einem Durchmesser 

von 7,3 ±  1,2 mm auf dem Nitrat -limitierten Medium. Dieser war geringfügig größer im 

Vergleich zum nitratreichen oder Fumarat Medium. Solch einen konstanten Hemmhof über 

alle drei Medien hinweg, mit Nitrit als Stressor , zeigte nur noch die Einzelmutante ɝfdp::kan. 

Diese zeigte auf dem FoFu Medium ihren größten Hemmhof mit 9,5 ±  1 mm Durchmesser. 

Die Mutante ɝnorH::apr verhielt sich auf den Medien FoFu und [80/10] wie der Wildstamm. 

Ausschließlich auf dem nitratreichen Medium stieg der Hemmhof geringfügig auf 

10 ±  1,7 mm an. Auch die Doppeldeletionsmutante von fdp und norH zeigte keinen 

signifikanten Unterschied zum Wildstamm. Anders als erwartet erbrachte die Einzeldeletion 

von nrfHA mit 4,9  ±  1,2 mm einen geringeren Hemmhof als der Wildstamm bei Zugabe von 

Nitrit auf [80/50] Medium. Auf FoFu steigt der Hemmhof gering auf 7,5  ±  1 mm und auf 

nitrat -limitiertem Medium wied erum auf 16 ±  6,9 mm. Ein ähnliches Bild mit geringen 

Abweichungen, aber der gleichen Tendenz, zeigen die Doppelmutanten ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan und ɝnrfHA::cat ɝnorH::apr. Ein weiterer, komplett kontraintuitiver Effekt zeigen 

die Ergebnisse der Tripelmutante. Hierbei führt die Zugabe von Nitrit sowohl auf dem FoFu 

als auch auf dem nitratreichen Medium zu einer starken Verringerung des Hemmhofs im 

Vergleich zum Wildstamm. Hier bleiben die Durchmesser der Hemmhöfe unter 2 mm, wobei 

der Hemmhof auf [80/10] Medium auffällig stark anstieg  im Vergleich zum Wildstamm 

(13,3 ±  1,2 mm). Die signifikantesten Unterschiede zum Wildstamm erbrachten die hcp 

Deletionsmutanten.  
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Abb. 15. Hemmhoftests von W. succinogenes Wildstamm und Deletionsmutanten gegenüber Kaliumnitrit  (A) , 

GSNO (B) und Hydroxylamin  (C) auf FoFu, FoNi [80/50] und [80/10] Festmedium . W. succinogenes Zellen 

wurden mit 2,6  % BHI-Agar enthaltenem Medium auf eine OD578nm von 0,1 verdünnt und in Petrischalen 

gegossen, Sterile Filterpapiere (Whatmann, Durchmesser 5 mm) wurden auf die Oberfläche gelegt und mit (A) 

Kaliumnitrit [5  µl einer 10 M Stammlösung], (B) GSNO [5  µl einer 10 M Stammlösung] oder (C) Hydroxylamin 

[ 5 µl einer 1 M Stammlösung] benetzt. (D) Exemplarische Darstellung von Hemmhöfen auf FoFu Medium mit 

Kaliumnitrit  als Stressor. Der Durchmesser der entstandenen Hemmhöfe um die Filterplättchen wurde in 

Mehrfachbestimmung (n>3) nach 24-stündiger, anaerober Inkubation bei 37 °C ermittelt und mit der 

Standardabweichung dargestellt. 

 

Hierbei führt das Fehlen von Hcp auf allen drei Medien zu einem auffällig stark vergrößerten 

Hemmhof, durch die Zugabe von Nitrit als Stressor. In allen drei Mutanten ist zu erkennen, 

dass der größte Hemmhof mit 23,5 bis 33 mm auf FoFu Medium entsteht. Die Hemmhöfe 

auf den jeweiligen Nitrat -Medien sind geringfügig kleiner, jedoch überschreiten sie den 

Wildstamm um einen Faktor von 2 bis 5. Auch diese Ergebnisse deuten auf eine Nitrit- bzw. 

Nitrat -induzierte Stressantwort durch Hcp hin. Es wäre möglich, dass unter Fumaratatmung 

Hcp in geringerer Menge oder Aktivität, zur Verfügung steht als unter Nitratatmung. Die 
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Fragestellung hinsichtlich der Transkriptmenge von hcp im Wildstamm unter verschiedenen 

Wachstumsbedingungen wird im folgenden Kapitel 4.7 näher untersucht. Ähnliche, jedoch 

nicht so stark ausgeprägte Ergebnisse, lieferte die Untersuchung der Stressantwort durch die 

NO-freisetzende Substanz GSNO. Hierbei wurden die Zellen, wie zuvor beschrieben, mit 

GSNO als Stressor versetzt und die Auswirkungen auf drei unterschiedlichen Medien 

beobachtet. Abb. 15B zeigt, dass die Verteilung beim Vergleich innerhalb der Medien beim 

Wildstamm bzw. der jeweiligen Mutanten im Gegensatz zu Nitrit nicht so groß  ist. Der 

Wildstamm zeigte einen Hemmhofdurchmesser von 8,5 bis 8,8 mm, welcher sich nicht 

signifikant von den restlichen Hcp-tragenden Mutanten unterschied. Interessanterweise 

verhält sich in diesem Fall auch die Tripelmutante ähnlich dem Wildstamm und besaß nur 

einen gering erhöhten Hemmhof im nitratreichen Medium. Ein weiteres Mal führte die 

Deletion von Hcp zu erhöhten Hemmhöfen durch die Zugabe von GSNO, jedoch nicht so 

stark ausgeprägt wie bei Nitrit. Hier liegt der Faktor lediglich bei 1,4 bis 1,8. Ein weiterer 

Test durch die Zugabe von Hydroxylamin als Stressor auf FoFu Medium (Abb. 15C), 

erbrachte keine Unterschiede im Vergleich zum Wildstamm.  

Eine weitere Charakterisierung zur Auswirkung von Nitritstress gelang durch die Zugabe von 

Kaliumnitrit (5  mM Endkonzentration) während der frühen exponentiellen 

Wachstumsphase von Formiat/ Fumarat-wachsenden Zellen des Wildstamms, der 

Dreifachmutante oder einer der drei hcp-Mutanten. Zur Erfassung der Wachstumsparameter 

wurde die optische Dichte aller Zellen stündlich gemessen und zum Vergleich in Abb. 16A 

als Wachstumskurve dargestellt.  

Im Gegensatz zu den Wildstamm-Zellen wiesen die drei hcp-Mutanten durch die Zugabe von 

Nitrit ein deutliches Wachstumsdefizit auf. Die Zugabe führt zu verdoppelten 

Wachstumsraten sowie zu stark verringerten optische Dichten (Abb. 16). Das Fehlen des 

NrfHA-Systems und die Zugabe von Nitrit führte auch in der Tripelmutante zu einem 

Wachstumsdefizit. Diese Ergebnisse untermauert die oben beschriebenen Effekte aus den 

Hemmhofversuchen und verdeutlichen die Nitrit Sensitivität aller Hcp -Deletionsmutanten 

und suggerieren eine Hcp-abhängige Nitrit induzierte Stressantwort in W. succinogenes. 
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Abb. 16. Wachstum von W. succinogenes Wildstamm- und Mutantenzellen in FoFu-Medium sowie in FoFu-

Medium supplementiert mit 5 mM Nitrit nach 3 Stunden Inkubation ( roter Pfeil). Die Verdopplungszeit und die 

maximalen OD578nm-Werte sind in den entsprechenden Diagrammen (B) enthalten. Die Zellen wurden anaerob 

bei 37 °C in gasdichten 120-ml-Fläschchen mit 50 ml FoFu-Medium gezüchtet. Die Experimente wurden in 

dreifacher Ausführung durchgeführt.  

 

4.6. Die Auswirkungen von exogenem NO auf 

W. succinogenes Zellen 

Die direkten Auswirkungen von externem NO auf W. succinogenes Zellen wurde im 

nachfolgenden Experiment untersucht. Wildstamm als auch Mutantenzellen wurden im 

nitratreichen Medium inkubiert und direkt nach der In okulierung mit einem Puls NO Gas 

versetzt. Es existieren zwei unterschiedliche Versuchsabläufe, zum einen wurden den Zellen 

200 nmol und zum anderen 1000 nmol NO Gas hinzugefügt (Tab. 21). Zur besseren 

Übersicht und Vergleichbarkeit wurden die Wachstumsparameter sowie die 

Gaskonzentrationen am Beginn der stationären Phase und nach 40 Stunden Inkubation in 

Tab. 21 zusammengefasst. Die Zugabe von 200 nmol NO Gas in die Gasphase der 

Serumflasche führte beim Wildstamm zu einer unerwarteten Verringerung der 

Verdopplungszeit auf eine Stunde sowie zu einem Zuwachs der maximal erreichten 
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Zelldichte auf eine OD von 1,32 im Vergleich zum Wachstum auf reinem [80/50] Medium 

(siehe Tab. 15). Diese verkürzte Verdopplungszeit konnte jedoch lediglich in Norwegen 

gezeigt werden (nachfolgende Experimente in Darmstadt führten nicht zur Reproduktion). 

Im Gegensatz dazu führte die Zugabe von 1000 nmol NO Gas zu verlangsamtem Wachstum 

(1,8 Stunden statt 1,0) und einer geringeren OD (0,61 statt 1,32). Dieses Wachstumsdefizit 

durch die Zugabe von 1000 nmol NO, trat  bei allen getesteten Deletionsmutanten auf und 

unterschieden sich nicht vom Wildstammverhalten (Tab. 21). Im Gegensatz dazu verhielten 

sich die Kulturen mit Zellen der Tripelmutante oder Zellen der drei hcp-Mutanten, anders 

als der Wildstamm, nach der Zugabe von 200 nmol NO Gas. Hier sind nur geringe 

Wachstums- und OD578-Vorteile nach NO-Zugabe zu beobachten. Die Dreifachmutante 

erreichte eine Zelldichte von 0,59 statt 0,46 und eine Verdopplungszeit von 1,6 h statt 1,5 h. 

Die drei hcp-Mutanten wiesen zwar jeweils eine geringfügig erhöhte Zelldichte in der 

stationären Wachstumsphase auf (maximal 0,15), besaßen jedoch auch eine leicht 

verlängerte Verzögerungsphase (maximal um 0,2  h erhöht). Dies könnte auf eine NO-

bedingte Stressbedingungen hindeuten. Die parallel durchgeführten Gasprofil-

Untersuchungen ergaben, dass zugegebenes NO (200 nmol) innerhalb von 3  h vollständig 

aus der Gasphase der Wildstamm-Kultur verschwand (Abb. 17). Im Gegensatz zu 

unbehandelten Zellen wurden in den ersten 30 Stunden der Kultivierung nur unbedeutende 

Mengen an NO gebildet, dafür aber eine enorme Menge an N2O (~27 µmol N2O-N pro 

Flasche nach 40 Stunden). Dagegen brachte die Zugabe von 1000 nmol keinen der 

beschrieben Effekte im Gasprofil. Am Ende der stationären Wachstumsphase produzierten 

die mit 1000 nmol NO behandelten Kulturen im Allgemeinen mehr NO und weniger N2O, 

als ihre mit 200 nmol behandelten Vergleichsexperimente. Dies ist auf die nicht 

physiologische Menge an NO Gas zurückzuführen, welche die Beurteilung der Zellreaktion 

unmöglich macht. Das Wachstumsdefizit deutet darauf hin, dass die Zellen unter 

außerordentlichem Stress leiden und die Umwandlung von NO zu N2O stark beeinträchtigt 

wird, weshalb eine Aussage über die physiologische Stressantwort auf nitrosativen Stress 

nicht zu treffen ist. Deshalb wurden die Daten nur noch der Vollständigkeitshalber in Tab. 

21 aufgeführt und eine weitere Betrachtung und Interpretation erfolgte nun ausschließlich 

mit den erfassten Daten der 200 nmol Zugabe. Im Gegensatz zu Wildstamm-Zellen waren 

die drei NO-behandelten hcp Deletionsmutanten nicht in der Lage NO während des 

Wachstums vollständig aus der Gasphase der Kulturen zu eliminieren. Beim Eintritt in die 

stationäre Phase befand sich in allen drei Mutanten ca. 120 bis 210 nmol mehr NO in der 

Gasphase als in der Wildstamm-Kultur, jedoch nur ein Bruchteil an N 2O-N pro Flasche. Bei 

den drei NO-behandelten æhcp Mutanten wurde während des Wachstums als auch in der 

stationären Wachstumsphase weniger NO als in den entsprechenden unbehandelten Zellen 

beobachtet (zwischen 16 und 53 %), des Weiteren wurde weniger N2O gebildet (zwischen 

8 und 46 %; Tab. 16 und Tab. 21). Kontrollversuche mit NO-behandelten, hitzeinaktivierten 

Zellen die in 80/50 -Medium inkubiert wurden, enthielten nach 8 bzw. 40 Stunden noch 83 

bzw. 47 nmol NO pro Flasche. Unter diesen Bedingungen wurde kein N2O nachgewiesen. 

Diese Ergebnisse weisen auf eine bemerkenswerte Stabilität von NO unter den angewandten 

anoxischen Bedingungen hin.   
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Tab. 21. Maximale NO-, N2O- und N2-Konzentrationen von W. succinogenes Wildstamm- und Mutantenzellen zu 

Beginn der stationären Wachstumsphase und nach 40 Stunden Inkubation in [80/50] Medium. Die Zellen 

wurden direkt nach der Inokulation mit einem NO -Puls von (1) 200 nmol oder (2) 1000  nmol versetzt. Die 

Experimente wurden in doppelter Ausführung durchgeführt. *Zeitpunkt der Bestimmung ist in Abb. 17 als 

gestrichelte Linie dargestellt. Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind ebenso der Abb. 17 zu 

entnehmen. 

Stamm/ 
Mutante  

  
Konzentration am 

Beginn der stationären 
Wachstumsphase*  

Konzentration nach 40 
h Inkubation  

 td [h]  OD578*  NO N2O-N N2-N NO N2O-N N2-N 

   [nmol/ Flasche]  [nmol/ Flasche]  

Wildstamm1 1,0 1,32 4 5600 140 862 27233 637 

Wildstamm2 1,8 0,61 200 200 0 35 227 0 

ɝnrfHA::cat2 2,3 0,37 23 440 80 0 40 580 

ɝfdp::kan2 1,9 0,61 283 227 63 71 283 0 

ɝnorH::apr2 1,9 0,71 182 285 110 33 200 0 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan2 
2,9 0,36 9 1480 0 1513 4303 0 

ɝnrfHA::cat 

ɝnorH::apr1 
1,1 0,67 1 0 2267 0 0 19523 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr2 
2,1 0,67 112 183 0 1 107 0 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr1 

1,6 0,59 6 5 1685 2 20 14545 

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr2 

1,9 0,36 5 2723 0 3 4183 0 

ɝhcp::kan1 1,7 0,62 198 37 190 1153 1517 530 

ɝhcp::kan 

ɝnrfHA::cat1 
2,0 0,42 125 10 273 412 187 373 

ɝhcp::kan 

ɝnorH::apr1 
1,2 0,64 213 50 167 877 1883 417 

Hitzeinaktivierte 

Zellen (HIZ)  
  83 0 170 47 0 50 
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Abb. 17. Wachstum von W. succinogenes Wildstamm und Deletionsmutanten in 80  mM Formiat/ 50  mM Nitrat 

Medium supplementiert mit einem 200  nmol NO Gaspuls sowie 0,5 % BHI und die damit einhergehenden 

Gaskonzentrationen (N2-N Ǐ; N2O-N ƺ; NO æ). Die Zellen wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml Flaschen mit 

50 ml anaeroben [80/50] Medium inkubiert, Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 578  nm. Die 

abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. Das Kontrollexperimente 
wurde nur einmal durchgeführt . Gestrichelte Linie: Konzentrationen von NO, N2O und N2 zu festen Zeitpunkten 

in der frühen stationären Wachstumsphase siehe Tab. 21. 
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Zusammengefasst mit dem oben beschriebenen Wachstumsvorteil der Wildstamm-Zellen 

suggerieren die Ergebnisse der NO-behandelte Wildstamm-Zellen eine bessere und an Nitrit - 

und NO angepasste Stressantwort, wodurch anscheinend der NO-Verbrauch mit einer 

erhöhten N2O-Produktionsrate gekoppelt ist. Des Weiteren stimmen die Ergebnisse der NO-

behandelten hcp-Mutanten mit der Hypothese überein, dass Hcp ein auf NO-induziertes 

Enzym darstellt, das für die NO-Umwandlung zu N2O in W. succinogenes verantwortlich ist.  

4.7. Transkriptomanalysen  von W. succinogenes 

Zur Analyse der Genexpression und somit der Beteiligung der bisher beschrieben Gene 

nrfHA, fdp, norH und hcp, an der nitrosativen Stressantwort in W. succinogenes, wurden 

globale Transkriptomanalysen durchgeführt. Hierfür wurden Zellen des Wildstamms und 

ausgewählten Mutantenzellen von W. succinogenes unter verschiedenen 

Wachstumsbedingungen inkubiert. Proben wurden zum einen für sog. Langzeit-Experimente 

in der spätexponentiellen Wachstumsphase unter Fumarat- und Nitratatmung entnommen. 

Zum anderen wurden sog. Induktionsexperimente durchgeführt, bei denen, auf Formiat/ 

Fumarat wachsenden Zellen, nitrosativer Stress in der frühexponentiellen Wachstumsphase 

durch die Zugabe von Nitrat  [ 10 mM Endkonzentration] oder NO [1  µM Endkonzentration] 

induziert wurde. H ierbei wurden Proben direkt vor der Induktion, unmittelbar nach der 

Induktion und nachfolgend in Intervallen entnommen. Zur RNA -Sequenzierung wurden je 

Probe 1*109 Zellen aus biologischen Triplikaten entnommen. Die exakte Kultivierung der 

Zellen, die Sequenzierungsmethode sowie die Quantifizierung und Auswertung der Daten 

wurden bereits in Kapitel 3.9 ausführlich beschrieben.  

4.7.1. Transkriptomdynamik und differentielle RNA -Profile 

Der Überschuss an Nitrat führt, wie bereits beschrieben, zur Akkumulation von Nitrit im 

Medium, sowie zur (vermutlich abiotischen) Produktion von NO. Um den direkten Einfluss 

von Nitrat und NO auf die Zellen getrennt zu betrachten, wurden W. succinogenes nosZ+ -

Zellen in FoFu-Medium anaerob bei 37 °C kultiviert und in der frühexponentiellen 

Wachstumsphase mit Nitrat [10 mM Endkonzentration] bzw. NO [1  µM NO 

Endkonzentration; mittels NO-gesättigter H2O-Lösung hinzugegeben] supplementiert. Für 

die RNA-Isolierung wurden Proben direkt vor (t 0) der Induktion, direkt danach (t 10) sowie 

in fortlaufenden Intervallen (t 40, t70 und t190) entnommen. Zum Vergleich wurden die 

Transkriptmengen auf t0 = 1 normalisiert und die Differenz zwischen den jeweiligen 

Zeitpunkten nach der Induktion mit der Transkriptmenge von t 0 als fold change in Abb. 18 

und Abb. 19 dargestellt. Die Veränderung der Transkriptmenge durch die Zugabe von Nitrat 

ist in Abb. 18 zu sehen. Hier ist erkennbar, dass die Gene nrfH und -A nach der Zugabe 

sukzessive um einen Faktor von bis zu 2,8 im Vergleich zur Transkriptmenge vor der 

Induktion hochreguliert werden. Dies entspricht den Erwartungen, da Nitrat primär zu Nitrit 

reduziert wird und es somit eine zeitliche Verzögerung bis zur Nitrit -Verfügbarkeit in den 

Zellen gibt. Wie in Abb. 20 erkennbar, ist die Transkriptmenge von fdp unter Fumarat-

Atmung höher als während der Nitrat -Atmung.  
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Abb. 18. Transkriptmengen-Änderung der Gene nrfHA, fdp, norH und hcp in Wildstamm-Zellen von 

W. succinogenes nach einem Nitratpuls . Die Zellen wurden anaerob in FoFu Medium bei 37 °C kultiviert . In der 

exponentiellen Wachstumsphase wurde Nitrat  (10 mM Endkonzentration) supplementiert und intervallweise 

Proben zur RNA-Sequenzierung entnommen. Aufgetragen ist der fold change der Counts normalisiert auf die 

Transkriptmenge direkt vor der Zugabe.  

 

Dieser Effekt zeigte sich durch die Zugabe von Nitrat nicht signifikant. Direkt nach der 

Zugabe (t10) sowie zum Zeitpunkt t 40 ist eine geringe Herunterregulierung von fdp zu 

beobachten, wobei sich die Transkriptmenge zum Zeitpunkt t60 und t90 wieder der 

Transkriptmenge zu t0 gleicht. Die Zugabe von Nitrat während der Fumarat-Atmung 

erbrachte jedoch bei norH ein anderes Ergebnis, als zuvor gezeigt beim dauerhaften 

Wachstum mit Nitrat. Hier unterscheidet sich die Transkriptmenge nach der Zugabe nicht 

signifikant vom Vergleichswert. Die stärkste Veränderung wurde in der Transkriptmenge von 

hcp beobachtet. Die Zugabe von Nitrat führte zu einer kontinuierlichen Steigerung der 

Transkriptmenge, im Vergleich zum Zeitpunkt t0. Dreißig Minuten nach der Zugabe von 

Nitrat erhöhte sich die Transkriptmenge von hcp um den Faktor 1,6 und eine Stunde nach 

der Induktion um den Faktor 2,3. Das Maximum wurde drei Stunden ( t190) nach der 

Supplementierung erfasst. Zu diesem Zeitpunkt ist anzunehmen, dass Nitrat vollständig zu 

Nitrit reduziert wurde, welches wiederum abiotisch zu NO um gewandelt wurde und somit 
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eine Hochregulierung des Gens hcp um den Faktor 6,4 im Vergleich zur reinen Fumarat-

Atmung hervorbrachte. Im folgenden Experiment wurden die Zellen identisch dem 

vorherigen Versuch in FoFu-Medium bei 37 °C kultiviert und in der fr ühexponentiellen 

Wachstumsphase wurde zu nitrosativen Stressinduktion NO supplementiert.  

 

Abb. 19. Transkriptmengen-Änderung der Gene nrfHA, fdp, norH und hcp in Wildstamm-Zellen von 

W. succinogenes nach einem NO-Puls. Die Zellen wurden anaerob in FoFu Medium bei 37 °C kultiviert. In der 

exponentiellen Wachstumsphase wurde NO (1 µM Endkonzentration) supplementiert und intervallweise Proben 

zur RNA-Sequenzierung entnommen. Aufgetragen ist der fold change normalisiert auf die Transkriptmenge direkt 

vor der Zugabe. 

 

Wie erwartet führte die direkte Zugabe von NO, anders als ein Nitratpuls, zu keiner 

zeitlichen Verzögerung die in der Transkriptmenge deutlich wurden, sondern es erbrachte 

sogar eine massive Hochregulierung der hcp Transkriptmenge um den Faktor 274 direkt 

nach der Zugabe von NO. Genauso schnell wie sich die Transkriptmenge erhöhte, so sank 

sie auch rasch nach 30 Minuten, wobei sie immer noch um den Faktor 4 erhöht war. Danach 

folgte nur noch eine leichte Abnahme der Transkriptmenge zu den folgenden Zeitpunkten 

t70 und t190. Solch eine massive Regulierung und Antwort auf die Zugabe von NO wurde bei 

keinem der anderen untersuchten Gene beobachtet. Insgesamt ist keine Regulierung durch 

die Indukti on bei den Genen fdp und norH zu erkennen. Ausschließlich nrfA und -H werden 
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direkt nach der Zugabe um den Faktor 2 hochreguliert, sinken jedoch auch wieder rasch. 

Diese Ergebnisse reihen sich in die vorherigen Beobachtungen ein und verdeutlichen die 

Funktion von Hcp als NO-reduzierendes Enzym in W. succinogenes. Die Transkriptanalysen 

untermauern die Annahme, dass Hcp das primäre Enzym zur Detoxifizierung von NO in 

W succinogenes ist.  

Tab. 22. Normalisierte Transkriptmengen (log2(counts+1)) der Gene nrfH, nrfA , fdp, norH und hcp in 

Mutantenzellen von W. succinogenes und Wildstammzellen während der Nitratatmung. Die Zellen wurden 

anaerob in FoNi [80/50] Medium bei 37  °C kultiviert und in der spätexponentiellen Wachstumsphase Proben zur 

RNA-Sequenzierung entnommen. X: Transkriptmengen, bei denen aufgrund des Fehlens des zugrundeliegenden 

Gens davon ausgegangen wird, dass der ermittelte Wert ein Artefakt ist. n=3 

Gene Wildstamm  ɝnrfHA::cat  

ɝnrfHA::cat 

ɝfdp::kan 

ɝnorH::apr  

ɝhcp::kan  
ɝhcp::kan  
ɝnrfHA ::cat 

Log2(counts+1)  

nrfA 16,31 ± 0,09  x x 16,88 ± 0,07  x 

nrfH 15,00 ± 0,04  x x 15,48 ± 0,05  x 

hcp 11,98 ± 0,03  13,02 ± 0,06  12,62 ± 0,34  x x 

fdp 10,12 ± 0,08  10,33 ± 0,02 x 10,25 ± 0,17  10,44 ± 0,11  

norH 11,99 ± 0,07  12,05 ± 0,26  x 11,78 ± 0,06  11,87 ± 0,11  

 

Zur weiteren Analyse der Beteiligung von nrfHA, fdp, norH und hcp an der nitrosativen 

Stressantwort in W. succinogenes wurden vergleichende RNA-Profile mittels 

Transkriptomanalysen der zuvor charakterisierten Deletionsmutanten und des Wildstamms 

(nosZ minus) erstellt. Hierfür wurden die Zellen, wie auch für die Bestimmung der 

Wachstumsparameter und der Gaskinetiken, in Nitrat-reichem Medium kultiviert. Die Zellen 

wurden bei 37 °C inkubiert und die Proben für die RNA-Isolierung wurden in der 

spätexponentiellen Wachstumsphase entnommen. In Tab. 22 sind die Transkriptmengen der 

untersuchten Gene in den jeweiligen Mutanten dargestellt. Hierfür wurden die 

Transkriptmengen normalisiert (Kapitel  3.9). Die mit einem X gekennzeichneten Felder sind 

Transkriptmengen bei denen aufgrund des Fehlens des zugrundeliegenden Gens davon 

ausgegangen wird, dass der ermittelte Wert ein Artefakt ist. Es wurde eine Korrelation 

zwischen der Deletion von hcp in der Mutante und einer Hochregulierung von nrfA und -H 

um einen Faktor von 1,48 bzw. 1,40 im Vergleich zum Wildstamm beobachtet. Solch eine 

Korrelation wurde für die Gene fdp und norH durch die Deletion von hcp gezeigt. Die 

Deletion von nrfHA führte hingegen zu einer geringen Erhöhung der Transkriptmenge von 

fdp um den Faktor 1,15 und von norH um den Faktor 1,05. Die größte Veränderung zeigt 

sich in der Transkriptmenge von hcp. Hier führt die Deletion im Vergl eich zum Wildstamm 

zu einer Hochregulierung um den Faktor 2,07. Solch ein relativer Anstieg der 

Transkriptmenge ist auch in der Tripel-Deletionsmutante W. succinogenes ænrfHA æfdp 

ænorH zu erkennen. Auch hier wird hcp im Vergleich zum Wildstamm um den Faktor 1,59 

hochreguliert. Die geringe Transkriptmenge im Vergleich zu W. succinogenes ænrfHA kann 
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auf das generell schlechtere Wachstum der Tripel-Deletionsmutante in FoNi-Medium 

zurückzuführen sein. Die Transkriptanalyse zeigt, dass NorH unter keinen getesteten 

Bedingungen eine Funktion durch das Fehlen andere Enzyme wie Fdp, NrfHA und Hcp 

ersetzen kann. Auch diese Analysen suggerieren, dass Hcp mit NrfHA die hauptsächlichen 

Enzyme bei der Abwehr von nitrosativem Stress in W. succinogenes sind. Zusätzlich ist ein 

Ersatz dieser Enzyme durch NorH gar nicht bzw. durch Fdp nur bedingt gegeben.  

4.7.1. Das Transkriptom von W. succinogenes unter 

verschiedenen Wachstumsbedingungen  

Unterschiede in der Transkriptmenge, während dem Zellwachstum unter Fumarat- und 

Nitratatmung, wurden mittels Transkriptomanalys en untersucht. Hierfür wurden 

W. succinogenes nosZ+ -Zellen in sterilem und anaerobem Formiat/Fumarat bzw. [80/50] 

Formiat/Nitrat -Medium kultiviert. Das Wachstum wurde mittels stündlicher OD 578nm-

Messung verfolgt und in der spätexponentiellen Wachstumsphase wurden Proben zur RNA-

Isolierung entnommen (siehe Kapitel 3.9.1). Zur besseren Vergleichbarkeit der 

Transkriptmengen von Triplikaten, wurden diese normalisiert und als log2(counts+1) -Werte 

dargestellt. Um eine Beteiligung der in dieser Arbeit untersuchten Enzyme NrfHA, Fdp, NorH 

und Hcp an der nitrosativen Stressantwort zu untersuchen, wurden die Transkriptmengen 

in FoFu und [80/50] FoNi Medium miteinander verglichen ( Abb. 20).  

 

Abb. 20. Vergleich der Transkriptmengen der Gene nrfHA, fdp, norH und hcp während der Fumarat- und 

Nitratatmung. W. succinogenes nosZ+ -Zellen wurden sowohl in FoFu als auch FoNi [80/50] Medium kultiviert. 

Die Probenentnahme erfolgte in der spätexponentiellen Wachstumsphase.  

 

Den Erwartungen entsprechend ist in Abb. 20 zu erkennen, dass die Transkriptmenge von 

nrfA und nrfH in der spätexponentiellen Wachstumsphase durch das Wachstum in Nitrat-

reichem Medium im Vergleich zur Formiat-Atmung um den Faktor 1,15 bzw. 2,83 erhöht 

ist. Gegensätzlich sieht es für fdp aus. Hier ist die Transkriptmenge im FoNi Medium 

geringfügig um den Faktor 1,15 verringert. Bisher erbrachten die beschriebenen 

Untersuchungen bzgl. des Enzyms NorH keinen Aufschluss darüber, ob es an der nitrosativen 
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Stressantwort in W. succinogenes Zellen beteiligt ist. Die Transkriptomanalysen zeigten 

jedoch, dass sich die Transkriptmenge in Nitrat-reichem Medium um den Faktor 1,32 erhöht. 

Dies zeigt eine höhere Notwendigkeit des Enzyms während der Nitrat-Atmung, welche bisher 

durch vorherige Wachstumsanalysen durch Deletionsmutanten und Gaskinetiken nicht 

erkennbar wurde. Eine weitere Erhöhung der Transkriptmenge wurde für das Gen hcp 

beobachtet. Hierbei gab es einen Anstieg im FoNi-Medium um den Faktor 1,74 im Vergleich 

zum FoFu-Medium. Diese Erhöhung zeigt eine Beeinflussung der Transkriptmenge durch die 

Kultivierung mit Nitrat und spricht, mit den zuvor beschrieben Ergebnissen, für eine 

deutliche Beteiligung von Hcp an der nitrosativen Stressantwort in W. succinogenes.  

4.8. Diskussion 

4.8.1. NO-Detoxifizierung in W. succinogenes durch Hcp und Nrf 

Bakterien sind entweder direkt oder indirekt in vielen verschiedenen Umgebungen einem 

gewissen Maß an Stress ausgesetzt. Die Exposition von NO verursacht in Mikroorganismen 

eine Veränderung der Genregulation und stört zusätzlich den Stoffwechsel durch die 

Inaktivierung von Schlüsselenzymen, da NO in der Lage ist an viele Zellbestandteile zu 

binden oder mit ihnen reagieren kann (COLE, 2021). Besonders anfällig sind dabei 

Metalloproteine, die bei Elektronenübertragungsreaktionen oder als Transkriptionsfaktoren 

fungieren. Daher haben Bakterien umfangreiche Mechanismen entwickelt, um sich vor 

nitrosativen Schäden zu schützen. Hierbei müssen die Schutzmechanismen von aeroben und 

anaerob lebenden Mikroorganismen unterschieden werden. Der wichtigste 

Schutzmechanismus, die Oxidation von NO zu Nitrat, wird in aeroben Bakterien 

unteranderem durch das Enzym Flavohämoglobin (Hmp) katalysiert. Verantwortlich dafür 

ist die Oxygenase-Aktivität des Hämoglobin-ähnlichen Proteins Hmp (POOLE, 2020). 

Dagegen gibt es unter anaeroben Bedingungen eine Vielzahl von putativen 

Schutzmechanismen gegen NO. Die zurzeit in der Literatur beschriebenen verschiedenen 

Schutzmechanismen zeigen unterschiedliche Ergebnisse über die Stressantworten von 

Bakterien bei Ausschluss von Sauerstoff. Hierbei spielt oft die Interpretation der gewonnen 

Ergebnisse in Bezug auf die physiologische Bedeutung und Aussagekraft eine große Rolle 

(COLE, 2021). Die in der vorliegenden Arbeit beschriebenen Ergebnisse helfen einen Einblick 

in die nitrosative Stressantwort des anaeroben DNRA-Modellorganismus W. succinogenes zu 

gewinnen. Hierbei wurde die Entstehung von Lachgas durch die Reduktion von NO als 

Detoxifizierungsprozess genauer untersucht. 2014 wurde von LUCKMANN et al. beschrieben, 

dass der Wildstamm (nosZ-minus) von W. succinogenes in der Lage war, unter Nitrat -reichen 

Bedingungen geringe Mengen N2O zu produzieren (bis zu 1,7 µmol N2O pro Flasche nach 

15 h Inkubation sowie nur 0,3 µmol N2 pro Flasche). Hierbei wurde beobachtet, dass sich 

durch den Überschuss an Nitrat folglich Nitrit im Medium akkumuliert e. Dies führte 

wiederum in Kombination mit dem im Medium vorhandenen BHI zu einer a biotischen 

Bildung von NO. Kontrollexperimente dieser Arbeit (Abb. 14) bestätigten die nahezu lineare, 

abiotische Bildung von NO in Abhängigkeit der verfügbaren Nitritkonzentration im BHI -

supplementierten Medium. Die Zugabe von Nitrit (0 -50 mM) zu hitzeinaktivierten Zellen 



 

 
80 

zeigte neben der Entstehung von NO nur eine marginale N2O Produktion, wodurch 

wiederum eine abiotische N2O Produktion ausgeschlossen wurde. Dies deutet darauf hin, 

dass die nachgewiesenen Lachgas-Konzentrationen im Wildstamm von W. succinogenes 

durch die enzymatisch katalysierte Reduktion von NO zu N2O stammen muss. 

W. succinogenes besitzt weder eine NO-produzierende Nitritreduktase noch eine 

membranständige respiratorische NO-Reduktase vom NirK/NirS-Typ (KERN & SIMON, 2009). 

Wie bereits in Kapitel 1.7 beschrieben, wurden die Cytochrome c Nitritreduktase (NrfA) und 

das Flavodieisenprotein (Fdp) bereits als Enzyme identifiziert, die eine Rolle bei der 

nitrosativen Stressabwehr in W. succinogenes spielen (KERN et al., 2011). Die Ergebnisse von 

KERN et al., (2011)  weisen auf das Vorhandensein eines robusten Netzwerks zur Abwehr von 

oxidativem und nitrosativem Stress hin und identifizieren NrfA als ein multifunktionales 

Cytochrom c, das sowohl an der anaeroben Atmung als auch am Stressschutz beteiligt ist 

(KERN et al., 2011). Aufgrund dessen wurden zur genaueren Charakterisierung der N2O-

Produktion aus NO, unterschiedliche Einzel-, Doppel-, und Tripel Deletionsmutanten vom 

W. succinogenes Wildstamm mittels homologer Rekombination erstellt. Diesen Mutanten 

fehlten die Gene nrfHA, fdp, norH und/oder hcp. Die Untersuchung und Bestimmung von 

Wachstumsparametern sowie die dazugehörigen Gaskinetiken in Nitrat-suffizientem 

(Kapitel 4.2) als auch Nitrat-limitiertem Medium (Kapitel 0) zeigten, dass sowohl Hcp als 

auch Nrf eine Rolle bei der NO-initiierten Stre ssabwehr in W. succinogenes Zellen spielen. 

Ein sehr interessanter Aspekt ist, dass nrfHA-Mutanten, welche Hcp besitzen (hcp+ ), zwar 

die größte Nitritakkumulation aufweisen, jedoch deutlich geringere NO Konzentrationen 

sowohl zum Beginn der stationären Phase als auch nach 40 Stunden Inkubation 

akkumulierten. Verstärkt und vollkommen entgegen aller Erwartungen zeigte sich dieser 

Effekt auch in der Tripelmutante. Hierbei führt die gleichzeitige Deletion von NrfHA, Fdp 

und NorH fast zum Erliegen einer NO Produktion. Ähnliche überraschende Ergebnisse 

wurden in E. coli beobachtet, indem das Wachstum und die NO-Toleranz einer vierfach-

Mutante untersucht wurde (VINE UND COLE, 2011). Hierbei wurden dem Organismus die, bis 

zu diesem Zeitpunkt bekannten, kodierenden Gene der NO Reduktasen Hmp, NorV und NrfA 

sowie der Nitritreduktase NirBD deletiert. In dieser Mutante wurde somit Nitrat weiterhin 

durch die Anwesenheit der Nitratreduktase NarG zu Nitrit reduziert. Zusätzlich führte die 

Abwesenheit von NirBD zur langsamen Reduktion von Nitrit zu NO durch NarG. Zwar zeigte 

die vierfach-Mutante eine höhere Sensitivität gegenüber nitrosativem Stress, im Vergleich 

zum Wildstamm, jedoch wurde weiterhin ein Wachstum bis zu einer NO Konzentration von 

5 µM festgestellt (VINE & COLE, 2011). Auch bei Salmonella enterica führte die Deletion der 

Gene, die für die NO Reduktasen Hmp, NrfA und NorV kodieren, zu einer NO-Toleranz und 

suggerierte somit die Anwesenheit eines weiteren NO-reduzierenden und N2O-

produzierenden Enzyms (MILLS et al., 2008). Hierdurch entstand die Hypothese, dass sowohl 

E. coli als auch S. enterica ein weiteren NO detoxifizierendes Enzym besitzt, welches NO 

effizient zu N2O reduziert und somit die Ergebnisse dieser Arbeit widerspiegeln.  

Neben der späten und sehr geringen Entstehung von NO wurde in dieser Arbeit gezeigt, dass 

die Akkumulation von N 2O konsistent in allen Hcp-tragenden Kulturen früher begann und 

zusätzlich höher als die NO Konzentrationen waren. Dies untermauerte die Annahme, dass 
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neben den bereits deletierten Genen nrfHA, fdp und norH ein weiteres Enzym, 

höchstwahrscheinlich Hcp, in W. succinogenes existiert, welches NO zu N2O reduziert. Es 

wurde gezeigt, dass das Wachstum in allen drei hcp-deletierten Mutanten bereits abbricht, 

obwohl sowohl Formiat als auch Nitrat zur Verfügung stehen. Dies deutet auf eine hohe 

Belastung der Zellen durch die abiotische Produktion von NO hin, welche bei Abwesenheit 

von Hcp zu einem Wachstumsdefizit führte. Die Einzel- und Doppel-Deletionsmutanten von 

hcp zeigten einen deutlichen Anstieg in der NO-Konzentration vor allem am Beginn der 

stationären Phase. Die Deletion des Hcp kodierenden Gens führte zu einer 7-fach erhöhten 

NO Akkumulation bis zum Eintritt in die stationäre Wachstumsphase bei einer gleichzeigten 

Verringerung der N2O Konzentration um den Faktor 4,7 im Vergleich zum Wildstamm (Tab. 

16). Auch nach 40 Stunden Inkubation führte die Deletion von Hcp zu einer erhöhten NO 

Akkumulierung und nur der Hälfte an N 2O-N pro Flasche im Vergleich zum Wildstamm. 

Dieser beschriebene Effekt wird durch die gleichzeitige Deletion der Hcp und NrfHA 

kodierenden Gene nochmals verstärkt. Die NO-Akkumulation erhöht sich zum Eintritt in die 

stationäre Phase auf das 10-fache vom Wildstamm und die N2O-Konzentration ist nur noch 

knapp einhundertstel des Wildstamms. Diese Beobachtungen zeigen, dass das Hybrid-

Cluster-Protein in W. succinogenes sowohl im Wildstamm als auch in hcp+  Mutanten an der 

Umwandlung bzw. Detoxifizierung von NO zu N2O beteiligt sein dürfte. Es besteht die 

Möglichkeit, dass unter den vorliegenden Bedingungen ein geringer Teil der N2O Produktion 

aus NO auf NrfHA zurückzuführen ist, so wie es COSTA et al. (1990) für die Nitritreduktasen 

aus Desulfovibrio desulfuricans, E. coli und W. succinogenes in vitro zeigte. Die gleichzeitige 

Abwesenheit von NrfHA und Hcp führt somit zum maximalen Anstieg der NO Konzentration. 

Die durchgeführten Kontrollexperimente mit hitzeinaktivierten Wildstammzellen zeigten, 

dass die abiotische Bildung von NO nahezu linear von der Nitritverfügbarkeit im Medium 

abhängt. Sowohl die Ergebnisse in Nitrat-reichem Medium, als auch unter Nitrat-limitierten 

Bedingungen belegten die Beteiligung von Hcp und Nrf an der NO Reduktion zu N2O in 

W. succinogenes. Die Einzeldeletion von Hcp führt in Nitrat -limitiertem Medium zu einer 

deutlich verringerten N 2O Produktion im Vergleich zum Wildstamm. Die gleichzeitige 

Abwesenheit von Hcp und NrfHA führte selbst unter Nitrat-limitierten Bedingungen zu einer 

Akkumulation von NO, aber auch zu einer Produktion von N2O. Dies könnte für einen 

eventuellen Ersatz durch Fdp oder NorH unter diesen Bedingungen sprechen. Das 

Ausbleiben einer N2O Produktion durch Hcp in der Tripelmutante ænrfHA æfdp ænorH 

könnte, im Nitrat -limitierten Medium, auf das schlechte Wachstum (max. OD578nm 0,24) 

dieser Mutante zurückzuführen sein. Um weitere Schlussfolgerungen treffen zu können, 

wären vergleichende Gaskinetiken in Nitrat-limitieren den Medium mit weiteren hcp+  

Mutanten notwendig. Die vorliegenden Werte deuten jedoch bereits jetzt auf die 

unterstützende Funktion von NrfHA am Schutz von W. succinogenes vor nitrosativem Stress 

sowie auf die Funktion von Hcp als N2O produzierendes Enzym in W. succinogenes. Für die 

periplasmatische Nitritreduktase NrfAB aus E. coli wurde bereits die Fähigkeit der anaeroben 

Reduktion von NO zu NH4
+  mit Elektronen aus dem Menachinonpool beobachtet (POOCK 

et al., 2002). Es wurde jedoch festgestellt, dass die, ausschließlich unter anaeroben 

Bedingungen produzierte, Nitritreduktase einen zu geringen Vmax (300 nmol NO*mg -1 
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Protein*min -1) aufweist, um hohe Konzentrationen von NO effizient genug im Periplasma zu 

reduzieren. Die Messungen deuteten, durch eine lineare Aktivitätsverringerung  ab 10 µM, 

auf einen zu hohen Km-Wert hin, um NO vor der Diffusion ins Cytoplasma zu hindern. Somit 

dient NrfAB ausschließlich als initiale Abwehr gegen externes NO, bevor es ins Periplasma 

gelangt (COLE, 2018). Insbesondere scheint NrfA eine äußerst vielseitige Rolle bei der 

Bekämpfung einer Reihe verschiedener Stressoren wie Nitrit, Stickoxid, Hydroxylamin und 

Wasserstoffperoxid zu spielen. Dieses vielseitige enzymatische Verhalten wurde bereits für 

gereinigte NrfA-Proteine aus W. succinogenes und anderen ammonifizierenden Bakterien wie 

C. jejuni, Sulfurosprillum deleyianum, D. desulfuricans und Thioalkalivibrio nitratireducens 

gezeigt (STACH et al., 2000; POOCK et al., 2002; RUDOLF et al., 2002; TIKHONOVA et al., 2006; 

PITTMAN et al., 2007; VAN WONDEREN et al., 2008). Die in dieser Arbeit gezeigten Ergebnisse 

suggerieren ebenso eine unterstützende Aufgabe von NrfHA in W. succinogenes gegen NO im 

Periplasma. Die Reduktion von Nitrit zu Ammonium, und somit die geringere 

Nitritakkumulation im Periplasma, führt folglich zu einer geringeren, abiotisch entstehenden 

NO Konzentration. Somit diffundiert weniger NO ins Cytoplasma, wodurch die Zellen einer 

geringeren nitrosativen Belastung ausgesetzt werden. Zu Verdeutlichung der möglichen 

Elektronentransportwege und die Umsetzung von NO zu N2O sowie die Funktionen der 

einzelnen Enzyme in W. succinogenes ist ein entsprechendes Modell in Abb. 21 gezeigt.  

 

 

Abb. 21. Mögliche Wege der respiratorischen Nitrat-Ammonifikation, N 2O-Atmung und NO-Entgiftung in 

W. succinogenes. Die Oxidation von Formiat wird durch den membrangebundenen Formiat-Dehydrogenase-

Komplex (FdhABC) katalysiert, welcher an die Reduktion von Menachinon (MK) gekoppelt ist, wodurch 

Menachinol (MKH2) entsteht. Dieser Prozess sowie die Oxidation von MKH2 zu MK durch den QcrABC Komplex 

(Epsilonproteobakterieller Rieske/Cytochrom bc-Komplex) ist elektrogen (rot) und erzeugt gemäß dem Redox-

Loop-Mechanismus einen Protonengradienten (pmf; proton motive force) entlang der Membran (SIMON et al., 

2008). Terminale Reduktasen wie NapAB, NrfHA und cNosZ sind grün dargestellt und putative akzessorische 

Nap- und Nos-Komplexe in Weiß. Endprodukte sind violett, Transporter gelb und der respiratorische DNRA-Weg 

ist mit einem orangenen Hintergrund gekennzeichnet. Die NO-Entgiftung sowie die N2O-Atmung bzw. Entgiftung 

ist gelb hinterlegt, die Diffusion von NO und N 2O durch die Cytoplasmamembran ist durch schwarze gestrichelte 

Pfeile dargestellt. Die Quelle von NO ist abiotisch und durch rote gestrichelte Pfeile dargestellt. Zur 

Vereinfachung sind die durch enzymatische Reaktionen gebildeten oder verbrauchten Protonen nicht dargestellt. 
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KERN et al. (2011) beobachteten mittels Hemmhoftests die Beteiligung von NrfA und Fdp an 

der Abwehr von nitrosativem Stress in W. succinogenes. In diesen Experimenten wurden 

Wildstamm- und Mutantenzellen von W. succinogenes in Weichagarplatten eingegossen. Als 

Elektronendonor diente Formiat und als Elektronenakzeptor wurde entweder Fumarat oder 

Nitrat verwendet. Um nitrosativen Stress hervorzurufen, wurden Plättchen aus Filterpapier 

mit Kaliumnitrit (5  µl einer 1 M Stocklösung) getränkt und auf den Agar gelegt. Die Zellen 

wurden für 24 Stunden bei 37 °C unter 100 % Stickstoff-Atmosphäre inkubiert. Danach 

wurde die Größe des Radius um die Filterplättchen ermittelt. Im Vergleich zum Wildstamm 

nahm der Radius des Hemmhofs der Einzelmutanten æfdp und ænrfHA um 55 % zu und ist 

bei der Doppelmutante W. succinogenes æfdp ænrfHA doppelt so groß. Dies ließ die Autoren 

auf eine redundante Funktion beider Proteine in der NO-Detoxifikation schließen. Sowohl 

die auf dieselbe Art durchgeführten Hemmhoftests (Kapitel 4.5) als auch die Experimente in 

wachsenden Nitrat-ammonifizierenden Kulturen, die in dieser Arbeit durchgeführt wurden, 

bestätigten diese vorherigen Ergebnisse für Fdp nicht. Wie auch für Fdp wurde für NorH in 

W. succinogenes keine essenzielle Beteiligung an der nitrosativen Stressantwort 

nachgewiesen. Anders als in H. pylori erbrachte die Deletion von norH in W. succinogenes 

keine Veränderung in der NO-Verbrauchsaktivität, bzw. in der N2O Produktion im Vergleich 

zum Wildstamm (JUSTINO et al., 2012). JUSTINO et al. zeigten 2012, dass das hp0013-Gen, 

welches für das Protein NorH in H. pylori kodiert, mit der NO -Resistenz zusammenhängt, da 

seine Inaktivierung die Anfälligkeit von H. pylori für nitrosativen Stress erhöht. Des Weiteren 

führte die Deletion des Gens die NADPH-abhängige NO-Reduktionsaktivität von H. pylori-

Zellen deutlich. Die Mutation von hp0013 steigerte die Anfälligkeit von H. pylori für die, von 

der Stickstoffmonoxid-Synthase abhängige Makrophagenabtötung und verringert die 

Fähigkeit des Erregers Mäusemägen zu besiedeln. Das rekombinante HP0013-Protein war 

zudem in der Lage, einen NO-Reduktase-defizienten E. coli-Stamm zu komplementieren und 

wies wiederum eine signifikante NO-Reduktase-Aktivität auf. In dieser Arbeit wurde gezeigt, 

dass durch die Zugabe von Nitrit als Stressor ausschließlich das Fehlen von Hcp auf allen 

drei getesteten Medien zu einem auffällig stark erhöhten Hemmhof führte (Abb. 15). 

Ähnliche, jedoch nicht so deutliche Ergebnisse, lieferte die Untersuchung der Stressantwort 

durch die NO-freisetzende Substanz GSNO. Ein weiteres Mal führte die Abwesenheit von 

Hcp zu erhöhten Hemmhöfen durch die Zugabe von GSNO, jedoch nicht so stark ausgeprägt 

wie bei Nitrit. Ein weiterer Test mit  Verwendung von Hydroxylamin als Stressor auf FoFu 

Medium erbrachte keine signifikanten Unterschiede im Vergleich zum Wildstamm, und 

somit auch konträre Ergebnisse zu KERN et al. (2011). In der Studie zeigte KERN et al. mittels 

Hemmhoftest eine nrfHA abhängige Resistenz gegen Hydroxylaminstress in W. succinogenes. 

Eine Erklärung der unterschiedlichen Ergebnisse der nrfHA und fdp Deletionsmutanten 

existiert zu diesem Zeitpunkt nicht. Jedoch stellte sich heraus, dass die in KERN et al., 2011 

untersuchte hcp-Deletionsmutante zum späteren Zeitpunkt keine vollständige 

Deletionsmutante war, weshalb in dieser Arbeit eine neue Mutante generiert und 

charakterisiert wurde. Die bereits existierende hcp-Mutante von KERN et al. besaß ungefähr 

1/3 der upstream Gensequenz des hcp. Da jedoch eine geringe N2O Produktion auch 

während der Abwesenheit von NrfHA und Hcp in Nitrat -suffizientem Medium detektiert 
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wurde, ist eine ersetzende Funktion dieser Enzyme durch Fdp und/oder NorH nicht gänzlich 

auszuschließen. Für gereinigtes Fdp-Protein aus Thermotoga maritima wurde N2O als ein 

mögliches Produkt der NO-Detoxifikation bereits nachgewiesen (HAYASHI et al., 2010). 

Eine weitere Charakterisierung zur Auswirkung von Nitritstress gelang durch die Zugabe von 

Kaliumnitrit (5  mM Endkonzentration) in der frühen exponentiellen Wachstumsphase von 

Fumarat-gewachsenen Zellen des Wildstamms, der Dreifachmutante oder den drei hcp-

Mutanten ( Abb. 16). Im Gegensatz zu den Wildstamm-Zellen wiesen die drei hcp-Mutanten 

durch die Zugabe von Nitrit ein deutliches Wachstumsdefizit auf. Erwartungsgemäß führte 

das Fehlen des NrfHA-Systems und die Zugabe von Nitrit auch zu einem Wachstumsdefizit 

in der Tripelmutante. Diese Ergebnisse verdeutlichen die Nitrit -Sensitivität aller hcp-

Deletionsmutanten und suggerieren eine Hcp-vermittelte und NO-induzierte Stressantwort 

in W. succinogenes. Ganz zum Erliegen des Wachstums führte sogar die Supplementierung 

von Nitrit zum Nitrat -limitierten Medium [80/10] bei alle n Hcp Deletionsmutanten (Kapitel 

4.4). Die Tatsache, dass die Deletion von Hcp zum Wachstumsausfall führte, zeigt, dass hcp 

essenziell für das Wachstum von W. succinogenes unter NO Stress ist. Der Wildstamm war in 

der Lage, das abiotisch entstehende NO ohne messbare Akkumulation während des 

exponentiellen Wachstums zügig zu N2O zu reduzieren, wohingegen die Abwesenheit von 

Hcp nach der Zugabe von Nitrit zum Tod der Zellen führte. Die erhöhten N2O-

Konzentrationen von Wildstamm und hcp+  -Zellen in 80/10 -Medium supplementiert mit 20 

mM Nitrit deuten auf eine Nitrit -induzierte N2O-Produktion hin. Dies zeigt eine starke 

Reaktion der Zellen auf die extremen Stressbedingungen und führt möglicherweise zu einer 

erhöhten Hcp-Produktion. Die Annahme einer Nitrat-, Nitrit - und/oder NO -induzierten 

Expression von hcp wurde mittels Transkriptomanalysen von W. succinogenes unter 

verschiedenen Wachstumsbedingungen bestätigt (Kapitel 4.7). Die Kultivierung der Zellen 

unter Nitratatmung korrelierte mit einer signifikant  erhöhten Transkriptmenge für das Gen 

hcp von etwa 1,74-mal dem Wert bei Fumaratatmung. Transkriptomdynamiken zeigten, 

durch die Zugabe von Nitrat eine kontinuierliche Steigerung der Transkriptmenge von hcp, 

im Vergleich zum Zeitpunkt vor der Induktion . Es wird vermutet, dass der graduelle Anstieg 

der Transkriptmenge/die verzögerte Hochregulation von hcp wahrscheinlich durch die 

abiotische NO-Entstehung verursacht wird. Des Weiteren führte die direkte Zugabe von NO 

zu einer massiven Hochregulierung der hcp Transkriptmenge um den Faktor 274 innerhalb 

von 10 min nach der Zugabe von NO. Solch eine enorme Regulierung und Antwort auf die 

Zugabe von NO wurde bei keinem anderen der untersuchten Gene beobachtet. Diese 

Ergebnisse reihen sich in die vorherigen Beobachtungen ein und stützen die Annahme, dass 

Hcp die Funktion als NO-reduzierendes Enzym in W. succinogenes übernimmt . Die 

Transkriptanalysen untermauern die Annahme, dass Hcp das primäre Enzym zur 

Detoxifizierung von NO in W succinogenes ist (s. Kapitel 4.7) 

In der Literatur gilt die physiologische Rolle des Hybrid-Cluster-Proteins bisher als sehr 

umstritten und blieb trotz drei Jahrzehnten Forschung mit hochauflösenden strukturellen 

und spektroskopischen Informationen unbekannt. Hcp wird in vielen Genomen immer noch 

fälschlicherweise als Hydroxylamin-Reduktase annotiert (WOLFE et al., 2002) und als 
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Abwehr bei Peroxidstress vorgeschlagen (ALMEIDA et al., 2006; HAGEN, 2019). Immer mehr 

Daten zeigen, dass hcp-defiziente Mutanten, wie in Salmonella enterica Serovar 

Typhimurium , Porphyromonas gingivalis oder Desulfovibrio gigas, empfindlich auf NO bzw. 

nitrosativen Stress, im Vergleich zum Wildstamm sind (KIM et al., 2003; BOUTRIN et al., 2012; 

DA SILVA et al., 2015; BELVIN et al., 2019). Als hochaffine NO-Reduktase wurde Hcp erstmals 

2016 von WANG et al. eingeordnet. In E. coli ist Hcp in der Lage, niedrige NO-

Konzentrationen zu entgiften, die sich während des anaeroben Wachstums im bakteriellen 

Cytoplasma ansammeln. Hcp wird in E. coli vom hcp-hcr Operon kodiert. Das zweite Gen des 

hcp-hcr Operons kodiert eine NADH-abhängige Reduktase, Hcr. Es wurde eine enge 

Wechselwirkung zwischen Hcp und Hcr nachgewiesen und eine Präparation mit beiden 

Proteinen reduzierte NO in vitro  mit einem Km für NO von 500 nM. Des Weiteren wurde Hcp 

in einer hcr-Mutante durch NO-Konzentrationen über 200 nM reversibel inaktiviert. Dies 

deutet auf einen Hcr-abhängigen Schutz von Hcp vor der Nitrosylierung durch zu hohe 

Konzentrationen seines eigenen Substrats (NO) hin (WANG et al., 2016). Trotz dieses 

Nachweises, dass die primäre Rolle von Hcp darin besteht, die sehr geringen NO-

Konzentrationen zu entgiften, die während der Nitrat - oder Nitri treduktion in das bakterielle 

Zytoplasma freigesetzt werden, wurde eine andere Rolle vorgeschlagen, nämlich dass Hcp 

ein Enzym ist, das zunächst durch NO nitrosyliert wird und dann die Nitrosierung einer 

Vielzahl anderer Proteine katalysiert (SETH et al., 2018). Diese Annahme entkräftet Cole 

(2021) jedoch mit der Aussage, dass die Nitrosierung in der hcp-Mutante zwar deutlich 

weniger als bei allen anderen Mutanten in dieser Studie war, jedoch auch bei anderen 

Mutanten mit Defekten in ymgA, ymgC, ybaY und anderen getesteten Genen ein Rückgang 

der Protein-Nitrosierung um mehr als 50 % festgestellt wurde. Trotz dieser Tatsache und der 

Tatsache, dass keines dieser anderen Proteine weiter untersucht wurde, kamen SETH et al. 

(2018) zu dem Schluss, dass Hcp für die S-Nitrosierung von Proteinen verantwortlich ist. 

Deshalb wäre für die widersprüchlichen Behauptungen über die Rolle von Hcp eine genauere 

Analyse erforderlich (COLE, 2021). Hierfür schlug bereits SPIRO (2007) drei relevante Punkte 

zur Diskussion von Ergebnissen und zur Einordnung von Proteinfunktionen vor: (I) 

bakterielle Umweltsensoren reagieren auf sehr niedrige Konzentrationen ihrer Ziel-

Liganden, weshalb die verwendeten NO-Konzentrationen zur Charakterisierung der NO-

Reduktasen physiologische Größenordnungen nicht überschreiten sollen (1 bis 10 µM (COLE, 

2021)), (II) die Produkte von Genen (wie Regulatoren), die auf das Signal reagieren, sind 

spezifisch erforderlich für eine wirksame Stressreaktion und (III) umgekehrt sind 

Genprodukte, die in koordinier ter Weise auf ein Umweltsignal reagieren, typischerweise Teil 

der schützenden Stressreaktion, die wiederum durch einen hochspezifischen 

Transkriptionsfaktor ausgelöst wird. Der Vorschlag, dass Hcp in E. coli eine NO-Reduktase 

mit hoher Affinität ist, die d urch den NO-responsiven Transkriptionsfaktor NsrR reguliert 

wird, erfüllt alle diese Kriterien ( COLE, 2021). Die in dieser Arbeit gezeigten Ergebnisse 

unterstreichen analog zu E. coli die Funktion von Hcp in W. succinogenes als hoch-affine NO-

Reduktase. Die in dieser Arbeit verwendeten NO-Konzentrationen bewegen sich im 

physiologischen Bereich, denen Bakterien natürlicherweise ausgesetzt sind (COLE, 2021).  
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4.8.2. Nitrat und NO -abhängige Regulation von hcp und nrfHA 

in W. succinogenes 

Es ist nicht überraschend, dass unter Bakterien zahlreiche und unterschiedliche 

Regulierungssysteme vorhanden sind, die eine Reaktion auf NO vermitteln. Eine 

vergleichende Genomik-Studie von RODIONOV et al. (2005) rekonstruierte regulatorische 

Netzwerke in zahlreichen bakteriellen Spezies, als Antwort auf NO und seine Kongenere. Die 

Studie ergab, trotz hoher Konservierung regulatorischer Gene über große evolutionäre 

Entfernungen hinweg, eine hohe Flexibilität in den Netzwerken, die die Regulatoren und 

ihre Ziele verbinden (RODIONOV et al., 2005). Alle bisher gut charakterisierten 

Transkriptionsfaktoren, die die bakterielle Reaktion auf NO regulieren, sind Metalloproteine. 

Transkriptionsfaktoren, die direkt und mit hoher Empfindlichkeit auf NO reagieren, könn en 

in zwei Klassen eingeordnet werden: Hämoproteine und Nicht-Hämeisen- oder Eisen-

Schwefel Proteine (RODIONOV et al., 2005). Ein typischer Vertreter der ersten Gruppe sind 

die HcpR Proteine von sulfatreduzierenden Bakterien und Porphyromonas gingivalis (BELVIN 

et al., 2019; CADBY et al., 2016; DA SILVA et al., 2015). In einigen Bakterien gibt es sogar 

mehrere HcpR-Gene. Beispielsweise ist bei D. desulfuricans 27.774 Häm der NO-

empfindliche Ligand in HcpR1 und ein [4Fe-4S] Zentrum in HcpR2 detektiert NO und 

induziert die hcp-Expression (CADBY et al., 2016; DA SILVA et al., 2015).  

Die zweite Gruppe umfasst NorR sowie NsrR-Proteine, die in einem breiten Spektrum von ɼ, 

ɾ, und ɿ-Proteobakterien vorkommen (D'AUTRÉAUX et al., 2005; ISABELLA et al., 2009; 

POHLMANN et al., 2000; YUKI et al., 2008). In E. coli regulieren zwei Transkriptionsfaktoren, 

das hämfreie Eisen-Protein NorR und das Eisen-Schwefel-Protein NsrR, die Reaktion auf NO. 

Das norVW-Operon wird von einem sigma54-abhängigen Promotor kontrolliert  und ist 

vollständig abhängig von der Aktivierung durch die Bindung von NO an das Enhancer-

Bindungsprotein NorR (BÜSCH et al., 2002; D'AUTRÉAUX et al., 2005; GARDNER et al., 2002; 

HUTCHINGS et al., 2002; POHLMANN et al., 2000). Im Gegensatz zu norVW wird die Expression 

anderer Gene, die in E. coli durch NO induziert werden, durch den Transkriptionsfaktor NsrR 

unterdrückt ( HYDUKE et al., 2007; REN et al., 2008; VARGHESE et al., 2003). Sie werden von 

Promotoren transkribiert, die von dem Housekeeping-Sigma-Faktor ʎ70 abhängig sind. Gene, 

die durch den ʎ70-abhängigen NsrR reguliert werden, bieten eine erste Verteidigungslinie 

gegen die sehr niedrigen NO-Konzentrationen, die im bakteriellen Zytoplasma auftreten. Die 

Housekeeping-Funktion der NsrR-regulierten Genprodukte ist der Schutz empfindlicher 

zytoplasmatischer Proteine vor den sehr niedrigen Konzentrationen von NO, die während 

des Wachstums auftreten (HYDUKE et al., 2007; REN et al., 2008; VARGHESE et al., 2003). 

Wenn die intrazelluläre NO-Konzentration ansteigt und somit die NsrR-regulierten 

Genprodukte überfordert, wird NorR aktiviert. Die Dissoziationskonstante von NorR für NO 

wird auf 50 ± 10  nM geschätzt (D'AUTRÉAUX et al., 2005). Somit wird das NorVW-System als 

wirksame Stressreaktion unter Bedingungen mit hohem NO-Stress aktiviert (BULOT et al., 

2019; HALL & GARTHWAITE, 2009; WANG et al., 2016; CHISMON et al., 2010; KARLINSEY et al., 

2012). Dies spiegelt die gegensätzlichen Rollen der beiden wichtigsten E. coli-

Transkriptionsfaktoren NsrR und NorR wider, die auf nitrosativen Stress reagieren.  
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Vor allem in denitrifizierenden Alphaproteobakterien als auch in Nitrat-ammonifizierenden 

Gammaproteobakterien wurden mittlerweile eine Vielzahl von molekularen Systemen 

untersucht, die auf Nitrat, Nitrit und NO reagieren ( BOWMAN et al., 2011; BUENO et al., 2012; 

SPIRO, 2012). Hierzu gehören die gut charakterisierten, auf Nitrat reagierenden, 

Zweikomponentensysteme NarXL und NarQP- in E. coli, sowie die zuvor beschriebenen, auf 

NO reagierenden Transkriptionsproteine NssR und NorR. Zusätzlich existieren verschiedene 

Transkriptionsregulatoren, die der Crp-Fnr-Superfamilie zugeordnet werden können, wie 

zum Beispiel die Fnr-, NNR/ NnrR-, Dnr- und NarR-Proteine, die auf Stickstoffmonoxid oder 

Nitrit unter nitrosativen Stressbedingungen reagieren (SPIRO et al., 2012). Des Weiteren 

verfügen einige Bakterien über komplexe regulatorische Netzwerke mit mehreren 

Sensorproteinen, die zum Beispiel dazu dienen, NO aus der Umwelt zu erkennen (RODIONOV 

et al., 2005). Die Erkennung von Stickstoffverbindungen und die anschließende Regulierung 

der Produktion von Nap-, Nrf- und cNos-Systemen sind dagegen bei Epsilonproteobakterien 

bisher kaum erforscht worden. Hierbei ist zu beachten, dass sowohl NarXL/ NarQP-ähnliche 

Zwei-Komponenten Systeme sowie typische Fnr-Proteine, die eine N-terminale [4Fe-4S]-

Cluster-enthaltende Sensordomäne verwenden, in den Genomen von 

Epsilonproteobakterien offenbar fehlen (KERN & SIMON, 2016). In Campylobacter jejuni 

wurde ein Regulator NssR, ein Mitglied der Crp -Fnr-Superfamilie beschrieben, der auf die 

Anwesenheit von Stickstoffmonoxid bzw. nitrosativen Stressbedingungen reagiert (ELVERS 

et al., 2005; MONK et al., 2008). Dieser Regulator enthält eine N-terminale Effektordomäne 

und eine C-terminale DNA-bindende Domäne. Es zeigte sich, dass eine nssR-Mutante 

überempfindlich gegenüber NO-induzierten Stressbedingungen ist (ELVERS et al., 2005). In 

W. succinogenes wurden drei NssR-Homologe identifiziert und Studien mit 

Deletionsmutanten zeigten eine nicht-redundante Rolle bei der Hochregulierung der Nap-, 

Nrf- und Nos-Enzymsysteme (KERN & SIMON, 2016). Diese Homologe (NssA, -B, und -C) 

besitzen eine Übereinstimmung von 23 bis 34 % untereinander und tragen eine Crp-Fnr-

Superfamilie typische C-terminale, DNA-bindende Domänen. Des Weiteren tragen sie zur 

Erkennung von DNA-Bindestellen, ein typisches Helix-Turn-Helix Motiv mit einer 

konservierten EX2SR-Signatursequenz (ETLSR in NssA, NssB und NssC), wie zuvor für Dnr-

Regulatoren beschrieben wurden (RINALDO et al., 2006). Der Unterschied zu typischen Fnr-, 

Dnr- oder cAMP-bindenden Proteinen liegt in der N-terminale Effektordomänen von NssA, 

NssB und NssC (genauere Informationen siehe KERN & SIMON, 2016). Das nssA-Gen befindet 

sich in der Nähe des nap-Genclusters, während das nssC-Gen direkt stromaufwärts von nosZ 

liegt. Stromaufwärts der Transkriptionsstartstellen der nap-, nrf- und nos-Gencluster (KERN 

et al., 2011) wurden, unter Verwendung der Konsensussequenz TTGA-N6-TCAA als 

Suchschablone, mindestens eine potentielle Nss-Bindungsstelle identifiziert. Insgesamt 

wurden im Genom von W. succinogenes 23 mutmaßliche Nss-Bindungsstellen identifiziert 

worunter sich die Gene napA, nrfA, nosZ und hcp befinden (KERN & SIMON, 2016). Im Zuge 

dieser Arbeit wurden, mittels Transkriptomanalysen, die Transkriptmengen dieser drei 

putativen Regulatoren (NssA, -B, und -C) unter verschiedenen Wachstumsbedingungen in 

W. succinogenes Wildstamm betrachtet. Um den direkten Einfluss von Nitrat und NO auf die 

Zellen getrennt zu betrachten, wurden W. succinogenes Wildstamm-Zellen in FoFu-Medium 
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wie in Kapitel 4.7.1 kultiviert und analysiert. Die Ergebnisse zeigen eine deutliche und vor 

allem direkte Regulierung des Gens nssC durch die Zugabe von Nitrat (Abb. 22). Es wurde 

eine sofortige Hochregulierung (Faktor 3,1) direkt nach der Zugabe von Nitrat detektiert. 

Die Transkriptmenge von nssC verbleibt zudem konstant. Auffällig ist die Transkriptmenge 

von nssB, welche erst 3 Stunden nach der Induktion (Faktor 2,4) hochreguliert wird. 

Dahingegen hat die Zugabe von Nitrat keinen Einfluss auf die Transkriptmenge von nssA. 

Dies ist auch durch die Zugabe von NO zu beobachten. Hier ist jeweils eine sofortige und 

deutliche Hochregulierung der Transkriptmengen von nssB und nssC zu erkennen. Die 

Induktion durch NO führte zu einer Hochregulierung von nssB (Faktor 25,7) und von nssC 

(Faktor 6,1).  

 

Abb. 22. Transkriptmengen der Gene nssA, -B und -C in Wildstamm-Zellen von W. succinogenes nach einem 

Nitrat - bzw. NO-Puls. Die Zellen wurden anaerob in FoFu Medium bei 37 °C kultiviert. In der exponentiellen 

Wachstumsphase wurde Nitrat (10 mM Endkonzentration) bzw. NO (1 µM Endkonzentration) suppl ementiert 

und intervallweise Proben zur RNA-Sequenzierung entnommen. Aufgetragen ist der fold change normalisiert auf 

die Transkriptmenge direkt vor der Zugabe.  

 

Die vorgestellten Ergebnisse sowie die Erkenntnisse aus KERN & SIMON, 2016 deuten auf das 

Vorhandensein eines umfangreichen regulatorischen Netzwerks in W. succinogenes Zellen 

hin. Dieses reagiert auf die Anwesenheit der Stickstoffverbindungen Nitrat, Nitrit und NO. 

Es ist wahrscheinlich, dass individuelle Signaltransduktionswege für jede der drei 

Verbindungen genutzt werden und dass die drei Nss-Regulatoren entscheidende und 

offenbar nicht redundante Rollen in den entsprechenden Regulationswegen spielen (KERN & 

SIMON, 2016). Es wird angenommen, dass NssA, vermutlich durch Bindung an die möglichen 

Nss-Stellen stromaufwärts des jeweiligen Clusters die Expression der nap-, nrf- und nos-Gene 

reguliert. Ergebnisse von KERN & SIMON 2016 zeigen, dass NssA die Produktion der 

Basalwerte von NapA und NrfA auch in Abwesenheit von Nitrat gewährleistet. NssC wird 

offensichtlich durch Nitrat induziert sowie durch NO (wenn auch nicht im selben Ausmaß 

wie NssB). NssB ist offenbar an der Reaktion auf NO beteiligt, nicht aber an Nitrat. Die späte 

Hochregulierung nach der Nitratinduktion ist höchstwahrscheinlich auf d ie abiotisch 

entstehende NO-Konzentration zurückzuführen. Es besteht die Möglichkeit, dass NssB ein 

NO-induzierte Stressabwehrregulation steuert, an der das Nrf-Enzymsystem und vor allem 
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das Hybrid-Cluster-Protein Hcp beteiligt sind. Die Hypothese, dass NssB bei der Abwehr von 

nitrosativem Stress beteiligt ist, entspricht der Rolle von NssR in C. jejuni, mit welchem nssB 

aus W. succinogenes, sowohl in der Primärstruktur als auch in der Effektordomäne die engste 

Verwandtschaft zeigt (KERN & SIMON, 2016).  

Zukünftige Arbeiten zur Aufreinigung von NssA, NssB und NssC sowie deren biochemische 

Charakterisierung, zum Beispiel im Hinblick auf Cofaktorgehalt, Multimerisierungsstatus 

und DNA-Bindungseigenschaften, können zur Aufklärung des Regulationsnetzwerks in 

W. succinogenes beitragen. Des Weiteren wären, um genauere Aussagen über die 

Funktionsweisen von NssA, -B und -C treffen zu können, Ergebnisse einer 

Transkriptomanalyse von Nss-Deletionsmutanten von W. succinogenes interessant. Hierbei 

sollte die Hypothese betrachtet werden, dass die Hochregulierung von hcp mindestens ein 

Nss-Protein erfordert. Des Weiteren wären globale Daten über die Genexpression als 

Reaktion auf Nitrat/Nitrit/NO und möglicherweise N 2O erforderlich, um Regulons zu 

definieren. 

4.9. Fazit und Ausblick 

Die Wahrnehmung von Umweltreizen und die Umsetzung geeigneter adaptiver Reaktionen, 

sind für das Überleben mikrobieller Zellen unentbehrlich. Aufgrund dessen ist der Nachweis 

von Stickstoffverbindungen in natürlichen Lebensräumen zwingend erforderlich. Substrate 

wie Nitrat und Ammonium sind notwendig für assimilatorische und/oder dissimilatorische 

Stoffwechselwege. Andere, wie beispielsweise Nitrit, Stickstoffmonoxid (NO), 

Distickstoffmonoxid (N 2O) und Hydroxylamin, sind wiederum häufige Zwischenprod ukte in 

katabolischen Stoffwechselwegen und aufgrund ihrer toxischen und/oder mutagenen 

Eigenschaften Auslöser von nitrosativen Stress und müssen demzufolge detoxifiziert werden 

(POOLE, 2005; SIMON & KLOTZ, 2013; SULLIVAN et al., 2013; TINAJERO-TREJO et al., 2013).  Mit 

welchen Konzentrationen von NO Mikroorganismen in der Umwelt in Berührung kommen 

ist schwer zu messen, jedoch ein essenzieller Faktor in der Betrachtung und Durchführung 

von Experimenten. Diese Daten sind wichtig, um zu definieren, was als "physiologisch 

relevanter Bereich" bezeichnet wird. Bisher sind nicht genügend Daten vorhanden, um die 

Untergrenzen der zytoplasmatischen NO-Konzentration oder des externen nitrosativen 

Stresses zu bestimmen, der erforderlich ist um beispielweise Transkriptionsfaktoren wie 

NsrR zu inaktivieren oder NorR durch Nitrosylierung zu aktivieren ( COLE, 2021). Es wird 

geschätzt, dass die Konzentration von NO im E. coli-Zytoplasma während der Nitrat- oder 

Nitritreduktion extrem niedrig ist und sich im niedrigen nanomol aren oder pikomolaren 

Bereich befindet (WANG et al., 2016). Auch intrazelluläre Konzentration von NO in 

Qòsecrgcpxcjjcl ucpbcl _sd cglc EpĂÓclmpblsle tml / ĘK ecqafòrxr &HALL UND GARTHWAITE, 

2009). Die Steady-State Konzentration von NO während der Nitratdenitrifikation durch 

P. denitrificans lag bei 15 nM (BAKKEN et al., 2012). Auch andere Bakterien halten die NO-

Akkumulation unter strenger Kontrolle und begrenzen sie auf einen Bereich von 5 bis 35 nM 

(COLE, 2021). Es ist wichtig, diese physiologischen NO Konzentrationen bei der 

Charakterisierung von Stressantworten in Modellorganismen zu berücksichtigen. Nur so 
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können aussagekräftige Schlussfolgerungen über die Funktion von Enzymen und 

Transkripti onsregulatoren getroffen werden. Wie hier in dieser Arbeit wurde W. succinogenes 

zu Induktion von nitrosative m Stress Konzentrationen in niedrigen µM Bereich ausgesetzt, 

um die Funktion der Enzyme NrfHA, Fdp, NorH und Hcp genauer untersuchen zu können. 

Die Stressinduktion erbrachte eine eindeutige Beteiligung von NrfHA und Hcp an der 

Stressantwort von W. succinogenes, wobei Hcp die Hauptrolle der Detoxifizierung von NO zu 

N2O übernimmt. Während des anaeroben Wachstums ändert sich die Expression vieler Gene 

als Reaktion auf NO und andere Quellen von nitrosativem Stress erheblich, aber nur wenige 

werden stark reguliert ( CADBY et al., 2017; KARLINSEY et al., 2012; OVERTON et al., 2006; 

ROGSTAM et al., 2007). In E. coli gehören zu diesen Genen hmp, ytfE, yeaR-yoaG, hcp-hcr, 

nrfAB und norVW (CONSTANTINIDOU et al., 2006; FILENKO et al., 2007; ROOS & KLEMM, 2006). 

Auch in W. succinogenes wurde eine signifikante Hochregulierung des Gens hcp während der 

Anwesenheit von nitrosativem Stress nachgewiesen. Die Transkription dieser Gene kann 

durch viele verschiedene NO-Quellen induziert werden ( CRAWFORD et al., 2016; FLATLEY 

et al., 2005; HAUSLADEN et al., 1998; ROGSTAM et al., 2007; SETH et al., 2018). Deshalb ist es 

für zukünftige Untersuchungen wichtig die Regulierung aller Stoffwechselwege der DNRA 

und Denitrifizierung zu betrachten, um eine Aussage über die Gesamtheit regulatorischen 

Netzwerke in einem Organismus treffen zu können.  
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5. Umsatz von Nitrat und Nitrit  durch Neobacillus vireti  

Die stetige, mikrobiell verursachte Zunahme des Treibhausgases N2O bringt unumgänglich 

die Verantwortung mit sich, den Fokus der Forschung auf die Eindämmung der 

anthropogenen N2O-Emission zu legen. Bisherige Untersuchungen hinsichtlich bakterieller 

N2O-Entstehung und N2O-Senken umfassten meist gramnegative Bakterienstämme. Dies 

hatte zur Folge, dass der anaerobe Stickstoffmetabolismus in grampositiven Bakterien 

vergleichsweise unerforscht blieb. Zum besseren Verständnis des Nitratmetabolismus in 

grampositiven Bakterien wurde in dieser Arbeit das Bodenbakterium N. vireti untersucht. 

Wie zuvor in Kapitel 1.5 beschrieben, besitzt N. vireti sowohl die genetische Ausstattung für 

die dissimilatorische Nitratreduktion zu Ammonium als auch für eine partielle 

Denitrifikation. Im Jahr 2014 postulierte n MANIA et al. die Nitrat -

Konzentrationsabhängigkeit dieser zwei Stoffwechselwege. Gaskinetiken wiesen darauf hin, 

dass der Organismus bei einer anfänglichen Konzentration von 5 mM hauptsächlich Nitrat 

ammonifiziert und bei einer Erhöhung auf 20 mM , dieses zu gleichen Teilen denitrifiziert 

und ammonifiziert. Die Regulierung beider Stoffwechselwege wurde bisher nicht 

entschlüsselt, weshalb zur Aufklärung einzelner Enzymfunktionen N. vireti genetisch 

manipuliert wurde  (Kapitel 3.7.3). Im Laufe mehrerer studentischer Abschlussarbeiten 

wurden eine Vielzahl an Einzel- und Doppel-Deletionsmutanten erstellt (Kapitel 3.1). Diese 

umfassen die potentiellen Nitratreduktasen NarG und NasC, die Nitritreduktasen NrfA und 

NirBD, die N2O-Reduktase NosZ sowie die im nos-Gencluster enthaltenden Gene nosB und 

nosC. Des Weiteren wurden Mutanten erstellt, denen jeweils eine der potentiellen NO-

Reduktasen CbaBA, Hcp oder Hmp fehlten. Die Abwesenheit einer typischen respiratorischen 

NO-produzierenden Nitritreduktase führte zur Annahme, dass ein weiteres Enzym in 

N. vireti für die NO-Produktion verantwortlich sein muss. Ein Kandidat hierfür wäre eine in 

N. vireti vorkommende Aldehyd-Oxidoreduktase (Aor), deren Nitritreduktaseaktivität zu NO 

bereits durch dessen Homolog in Desulfovibrio gigas gezeigt wurde (MAIA & MOURA, 2011). 

5.1. Wachstum und Substratumsätze in Anwesenheit von 

5 mM Nitrat  

Zur Charakterisierung der oben genannten Deletionsmutanten und zur Entschlüsselung der 

unterschiedlichen Enzymfunktionen an der Nitratatmung von N. vireti wurde zunächst das 

Wachstum aller Mutanten sowie des Wildstamms aufgenommen. Hierfür wurden die Zellen 

wie im Kapitel 3.5.2 beschrieben kultiviert. Zu besseren Übersicht und Vergleichbarkeit 

wurden die Wachstumsparameter wie die Verdopplungszeit, maximal erreichte OD und 

Verbrauchsraten von Nitrat und Nitrit in Tab. 23 zusammengefasst, sowie grafisch in Abb. 

23 dargestellt. Der Wildstamm von N. vireti erreichte unter den genannten Bedingungen eine 

maximale optische Dichte von 0,8 mit einer Verdopplungszeit von 1,7 Stunden. Es stellte 

sich überraschenderweise heraus, dass die meisten Deletionsmutanten eine geringere 

Verdopplungszeit im Vergleich zum Wildstamm besaßen. Hierbei führte die Deletion d er 

Gene für die Proteine Aor, CbaBA, Hcp, Hmp, NarG, NirBD, NrfA, NosB, NosC, NosZ zu 
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Verdopplungszeiten zwischen 0,7 und 1,4 Stunden. Ausschließlich die Deletion der 

Nitratreduktase NasC führte zu einer deutlich erhöhten Verdopplungszeit von 2,5 Stunden.  

Tab. 23. Wachstumsparameter von Wildstamm- und Mutantenzellen von N. vireti während der Inkubation in 

100 % TSB Medium supplementiert mit 5 mM Nitrat sowie die dazugehörigen Umwandlungsraten von Nitrat 

und Nitrit. Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind der Abb. 23 bis Abb. 25 zu entnehmen.  

Stamm/ 
Mutante  

  
Verbrauchtes bzw. 

produziertes  

Durchschnittliche 
Reduktions - bzw. 
Produktionsra te 

 td [h]  OD660nm 
Nitrat  

[mM]  
Nitrit  [mM]  

Nitrat  

[mM h -1]  

Nitrit  

[mM h -1]  

Wildstamm 1,7 0,8 3,3 4,5 1,0 1,5 

ɝaor 0,7 0,8 3,1 3,4 1,2 1,7 

ɝcbaBA 1,1 0,8 3,0 3,2 1,1 1,6 

ɝhcp 1,1 0,7 3,5 2,2 0,6 0,9 

ɝhmp 1,3 0,7 3,1 3,4 2,3 2,9 

ɝnarG 1,2 0,7 2,4 3,4 0,6 1,4 

ɝnasC 2,5 0,5 0 0 0 0 

ɝnirBD 1,0 0,5 2,6 3,2 1,7 1,5 

ɝnrfA 0,8 0,6 2,9 3,0 0,8 1,5 

ɝnosB 1,0 0,7 2,9 3,3 0,8 1,4 

ɝnosC 1,1 0,7 4,2 2,9 1,5 1,2 

ɝnosZ 0,9 0,7 2,7 3,1 0,7 1,2 

ɝnarG 

ɝnasC 
2,8 0,4 0 0 0 0 

ɝnrfA 

ɝnirBD 
1,4 0,5 3,3 5,0 0,3 2,0 

 

Das verlangsamte Wachstum zeigte sich mit einer Verdopplungszeit von 2,8 Stunden, auch 

in der Doppelmutante ænarG ænasC. Die Deletion führte zudem sowohl in der Einzel- als 

auch Doppelmutante zu einer Verringerung der maximalen optischen Dichte. Hierbei 

erreichte die Einzelmutante nur eine OD660nm von 0,5 und die Doppelmutante eine OD660nm 

von 0,4. Trotz eines schnelleren Wachstums verringerte die Deletion beider Nitritreduktasen 

in N. vireti die maximale optische Dichte im Vergleich zum Wildstamm. Hierbei erreichten 

die Einzelmutanten und die Doppelmutante von NrfA und NirBD eine OD660nm von 0,5 bzw. 

0,6. Der Wildstamm von N. vireti verbrauchte während des anaeroben Wachstums in 100 % 

TSB Medium 3,3 mM des supplementierten Nitrats und produzierte 4,5 mM Nitrit. Die 

entsprechende Reduktions- bzw. Produktionsrate betrug 1,0 bzw. 1,5 mM pro Stunde. 

Übergreifend verbrauchen die meisten der untersuchten Deletionsmutanten zwischen 2,9 

und 3,3 mM Nitrat. Einige Unterschiede zum Wildstamm zeigten sich in der absoluten 

Nitritproduktion sowie in den Umsatzraten. Die Deletion von Hcp führte zu einem zum 

Wildstamm identischen Nitratverbrauch von 3,3 mM, jedoch wurden lediglich 1,8 mM Nitrit 
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produziert. Auch die durchschnittlichen Umsatzraten waren mit 0,6  mM pro Stunde Nitrat 

und 0,9 mM pro Stunde Nitrit geringer als beim Wildstamm. Des Weiteren zeigte sich trotz 

unveränderten Wachstumsverhalten, bei der Deletionsmutante ænarG ein geringerer 

Nitratverbrauch von nur 2,4  mM. Die Nitritproduktion betrug 3,4 mM und ist im Vergleich 

zum Wildstamm verringert. Die durchschnittliche Produktionsrate von Nitrit ist im Vergleich 

zum Wildstamm nahezu unverändert, obwohl die Nitratreduktionsrate mit 0,6  mM pro 

Stunde deutlich verringert ist. Den deutlichsten Unterschied zum Wildstamm erbrachte die 

Deletion von NasC. Wie bereits durch die Wachstumsparameter gezeigt, führte die Deletion 

des Gens nasC zu einem vollständigen Verlust der Nitratreduktionsfähigkeit. Durch das 

Ausbleiben der Reduktion von Nitrat, wird auch kein Nitrit p roduziert, wodurch die Nitrat -

Ammonifikation  durch die Deletion von NasC zum Erliegen kommt. Dieser Effekt wird auch 

durch die Ergebnisse der Doppelmutante ænarG ænasC bestätigt. Sowohl die 

verschlechterten Wachstumsparameter als auch die fehlenden Substratumsätze 

untermauern die essenzielle Funktion von NasC als primäre Nitratreduktase in N. vireti. 

Überraschenderweise führte die jeweilige Einzeldeletion der zwei Nitritreduktasen NrfA und 

NirBD zu keinem so deutlichen Unterschied im Vergleich zum Wildstamm. Hierbei führte 

die jeweilige Einzeldeletion sogar zu einem schnelleren Wachstum, jedoch erreichten die 

Zellen nur eine geringere optische Dichte im Vergleich zum Wildstamm. Dies spiegelt sich in 

den Substratumsätzen wider, da die durchschnittlichen Raten vergleichbar oder schneller als 

der Wildstamm (1,7 mM Nitrat pro Stunde bei ænirBD) und die absoluten 

Substratkonzentrationen leicht verringert waren. Die gleichzeitige Deletion beider 

Nitritreduktasen führte  hingegen zu einer deutlich verlangsamten Nitratreduktionsrate von 

nur 0,3 mM pro Stunde, verbunden mit einer erhöhten Nitritproduktionsrate von 2,0  mM 

pro Stunde. In der Abb. 23 ist deutlich zu erkennen, dass es trotz der einzelnen Deletion der 

Gene für NrfA oder NirBD weiterhin zu einer Nitritreduktion kommt, die mit der des 

Wildstammes vergleichbar ist. Dies lässt annehmen, dass beide Nitritreduktasen 

funktionsfähig und in der Lage sind das jeweils fehlende Enzym funktional zu ersetzen. 

Werden beide Nitritreduktase-Gene deletiert, so akkumuliert Nitrit deutlich im Medium und 

es kommt zu keiner weiteren Reduktion. Dies spricht dafür, dass kein weiteres Enzym mit 

der Fähigkeit Nitrit zu reduzieren in N. vireti während dieser Wachstumsbedingungen 

existiert. Ein weiteres auffälliges Ergebnis ist die Tatsache, dass sowohl der Wildstamm als 

auch alle Deletionsmutanten anscheinend nicht in der Lage sind, das supplementierte Nitrat 

im Medium vollständig zu verbrauchen. Durchschnittlich verbleiben ca. 1,5 bis 2,0 mM im 

Medium. Nitrit wird hingegen bis zu einer Konzentration von 5  mM produziert. Für dieses 

Ungleichgewicht zwischen Nitratreduktion und Nitritproduktion, wurde bisher keine 

Erklärung gefunden. Diese Abweichung im Größenbereich von ca. 2 mM tritt auch 

nachfolgenden Kapitel, während der Untersuchung des Wachstums von N. vireti mit 20  mM 

Nitrat auf.  
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Abb. 23. Wachstum von N. vireti Wildstamm und Deletionsmutanten sowie die dazugehörigen Konzentrationen 

von Nitrat ǒ und Nitrit ƶ in 100 % TSB Medium supplementiert mit 5 mM Nitrat. Die Zellen wurden bei 37  °C 

in gasdichten 120-ml Flaschen mit 50 ml anaeroben inkubiert. Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 

660 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. 
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Abb. 24. Wachstum von N. vireti Deletionsmutanten sowie die dazugehörigen Konzentrationen von Nitrat ǒ und 

Nitrit ƶ in 100 % TSB Medium supplementiert mit 5 mM Nitrat. Die Zellen wurden bei 37  °C in gasdichten 120-

ml Flaschen mit 50 ml anaeroben inkubiert. Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 660 nm. Die 

abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. 
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Abb. 25. Wachstum von N. vireti ænarG ænasC und N. vireti ænrfA ænirBD sowie die dazugehörigen 

Konzentrationen von Nitrat ǒ und Nitrit ƶ in 100 % TSB Medium supplementiert mit 5 mM Nitrat. Die Zellen 

wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml Flaschen mit 50 ml anaeroben inkubiert. Die Messung der optischen 

Dichte erfolgte bei 660 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit 

Standardabweichung. 

 

5.2. Wachstum und Substratumsätze in Anwesenheit von 

20 mM Nitrat  

Aufgrund der Feststellung von MANIA et al. (2014), dass N. vireti, abhängig von der initialen 

Nitratkonzentration im Medium, zum einen Denitrifikation oder Ammonifikation nutzt , 

wurden das Wachstumsverhalten von Wildstamm und Mutantenzellen in 100  % TSB 

Medium supplementiert mit 20  mM Nitrat charakterisiert. Hierfür wurden die Zellen unter 

anaeroben Bedingungen in 50 ml 100 % TSB Medium supplementiert mit 20 mM Nitrat bei 

37 °C schüttelnd inkubiert. Zur Aufzeichnung des Wachstumsverhaltens wurde die optische 

Dichte jede Stunde bei 660 nm gemessen. Zudem wurden Proben für die Ermittlung der 

Substratumsätze entnommen und bei -20 °C gelagert. Zu besseren Übersicht und 

Vergleichbarkeit wurden die Wachstumsparameter wie die Verdopplungszeit, maximal 

erreichte OD und Verbrauchsraten von Nitrat und Nitrit in Tab. 24 zusammengefasst sowie 

grafisch in Abb. 26 -Abb. 28 dargestellt. Der Wildstamm besitzt eine Verdopplungszeit von 

0,9 Stunden und erreicht eine maximale optische Dichte von 0,7. Davon unterscheiden sich, 

bereits wie im 5 mM supplementieren Medium, nur wenige der untersuchten Mutanten 

deutlich. Dazu gehört die Deletionsmutante æhcp, welche zwar nach 24 Stunden die gleiche 

OD660nm wie der Wildstamm erreicht, jedoch ein sehr verlangsamtes Wachstum mit einer 

Verdopplungszeit von 3,6 Stunden aufwies. Des Weiteren verbrauchte diese Mutante in den 

ersten 8 Stunden kein Nitrat und produziert e dementsprechend kein Nitrit. Erst nach 9 

Stunden Inkubation ist eine Abnahme von Nitrat zuerkennen. Nach 24 Stunden Inkubation 

konnte diese Mutante 19 mM Nitrat verbrauchen und 16 mM Nitrit akkumulieren. Eine 

Verbrauchsrate bzw. Produktionsrate war nicht zu bestimmen. Wie bereits zuvor in der 

Anwesenheit von 5 mM Nitrat, so führte die Deletion von NasC auch beim Wachstum mit 

20 mM Nitrat zu einem deutlichen Wachstumsdefizit. Die Verdopplungszeit erhöhte sich auf 

2,9 Stunden und die maximale OD660nm verringerte sich auf 0,5. Mit 17,7 mM verbrauchten 
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die Mutantenzellen Nitrat wie der Wildstamm, jedoch wurden ausschließlich 9,6 mM Nitrit 

produziert. Dies zeigte sich auch in den Substratumsatzraten. Während die 

Nitratreduktionsrate nur leicht geringer als der Wildstamm war (1,8  mM pro Stunde) so 

verringerte sich die Nitritproduktionsrate um ein Achtel. Insgesamt wurde das Wachstum 

der ænasC Deletionsmutante sehr gehemmt. Einen OD-Zuwachs wurde erst ab Stunde 5 

detektiert , weshalb auch der Verbrauch von Nitrat erst zu diesem Zeitpunkt beginnt. Die 

Nitritproduktion verlagert e sich somit auch. Diese durch die Deletion von NasC, 

verlangsamte Nitrat -Ammonifikation , wurde durch die gleichzeitige Deletion von narG 

vollständig gehemmt. Die Zellen der Doppelmutante erreichten eine maximale optische 

Dichte von nur 0,4 mit einer Verdopplungszeit von 2,7 Stunden. Es wurde kein Umsatz von 

Nitrat und somit keine Produktion von Nitrit gemessen. Der verbleibende OD-Zuwachs kann 

somit ausschließlich dem fermentativen Wachstum von N. vireti zugeschrieben werden. 

Einen etwas geringen Unterschied zum Wildstamm zeigen die Mutanten mit Deletionen der 

Gene für die Nitritreduktasen NrfA und NirBD. Hier führte die Deletion zu keinem 

Wachstumsdefizit im Vergleich zum Wildstamm. Es ist jedoch zu erkennen, dass die Deletion 

von nirBD dazu führt, dass Nitrit im Medium akkumuliert und nachfolgend nicht verbraucht 

wird. Es wurden sogar schnellere Umsatzraten für Nitrat und Nitrit (5,8 bzw. 5,2  mM pro h) 

im Vergleich zum Wildstamm ermittelt. Auch die Deletion von nrfA führte zu erhöhten 

Umsatzraten, jedoch wurde im Gegensatz zu ænirBD eine geringe Nitritreduktion  detektiert. 

Dies suggeriert, dass NirBD das Fehlen von NrfA funktionsfähig übernehmen kann. Die 

Deletion von NirBD kann anscheinend unter solch hohen Nitritbedingungen nicht von NrfA 

ausgeglichen werden. Die gleichzeigte Deletion von nrfA und nirBD bestätigt die vorherigen 

Ergebnisse mit 5 mM Nitrat im Medium. Auch hier sind die Substratumsatzraten im 

Vergleich zum Wildstamm erhöht, trotzdem übernimmt kein anderes Enzym die Funktion 

der Nitritreduktasen in N. vireti. Insgesamt ist zu bedenken, dass diese sehr hohen, nicht 

physiologischen Nitratmengen, durch die Akkumulation von Nitrit, zu einem sehr hohen 

nitrosativen Stress, beispielsweise durch abiotische NO Bildung, in den Zellen führt.  Dieser 

führt vermutlich zu einer entsprechenden Stressantwort, wodurch eine eindeutige Aussage 

über Enzymfunktionen in N. vireti unter diesen Bedingungen erschwert wird. 
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Abb. 26. Wachstum von N. vireti Wildstamm und Deletionsmutanten sowie die dazugehörigen Konzentrationen 

von Nitrat ǒ und Nitrit ƶ in 100 % TSB Medium supplementiert mit 20 mM Nitrat. Die Zellen wurden bei 37  °C 

in gasdichten 120-ml Flaschen mit 50 ml anaeroben inkubiert. Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 

660 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. 
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Abb. 27. Wachstum von N. vireti Deletionsmutanten sowie die dazugehörigen Konzentrationen von Nitrat ǒ und 

Nitrit ƶ in 100 % TSB Medium supplementiert mit 20 mM Nitrat. Die Zellen wurden bei 37 °C in gasdichten 

120-ml Flaschen mit 50 ml anaeroben inkubiert. Die Messung der optischen Dichte erfolgte bei 660 nm. Die 

abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. 
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Abb. 28. Wachstum von N. vireti ænarG ænasC und N. vireti ænrfA ænirBD sowie die dazugehörigen 

Konzentrationen von Nitrat ǒ und Nitrit ƶ in 100 % TSB Medium supplementiert mit 20 mM Nitrat. Die Zellen 

wurden bei 37 °C in gasdichten 120-ml Flaschen in 50 ml anaeroben Medium inkubiert. Die Messung der 

optischen Dichte erfolgte bei 660 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer Dreifachbestimmung mit 

Standardabweichung. 

 

Tab. 24. Wachstumsparameter von Wildstamm- und Mutantenzellen von N. vireti während der Inkubation 100  % 

TSB Medium supplementiert mit 20 mM Nitrat sowie die dazugehörigen Umwandlungsraten von Nitrat und 

Nitrit. Standardabweichungen der biologischen Triplikate sind der Abb. 26 und Abb. 28 zu entnehmen.  

Stamm/ 
Mutante  

  
Verbrauchtes bzw. 

produziertes  

Durchschnittliche 
Reduktions - bzw. 
Produktionsrate  

 td [h]  OD660nm 
Nitrat  

[mM]  
Nitrit  [mM]  

Nitrat  

[mM h -1]  

Nitrit  

[mM h -1]  

Wildstamm 0,9  0,7  17,1 19,1 2,0 4,8 

ɝaor 1,3  0,9  17,5 12,2 4,9 4,0 

ɝcbaBA 1,1  0,8  18,1 17,9 5,0 5,9 

ɝhcp 3,6  0,7  19,0 16,0   

ɝhmp 0,9  0,7  19,6 11,5 5,6 3,5 

ɝnarG 1,0  0,7  18,0 10,9 4,9 3,3 

ɝnasC 2,9  0,5  17,7 9,6 1,8 0,6 

ɝnirBD 0,9  0,6  16,6 16,5 5,8 5,2 

ɝnrfA 1,2  0,7  15,3 18,7 3,6 5,3 

ɝnosB 1,2  0,8  19,1 11,4 4,0 3,6 

ɝnosC 0,9  0,9  17,4 15,7 8,7 6,4 

ɝnosZ 0,7  0,8  19,0 11,4 3,9 5,0 

ɝnarG 

ɝnasC 

2,7  0,4  0 0 0 0 

ɝnrfA 

ɝnirBD 

1,0  0,9  19,0 20,9 5,2 6,6 
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5.3. N2O-Reduktion durch N. vireti  

MANIA et al. beobachteten im Jahr 2014 die Fähigkeit von N. vireti, N2O während der 

Nitratatmung  zu produzieren (hauptsächlich mit 20 mM Nitrat im Medium) und 

nachfolgend zu elementarem Stickstoff zu reduzieren. 2016 zeigten MANIA et al. die 

Abhängigkeit der N2O-Reduktionsfähigkeit in N. vireti Zellen von der Nitratverfügbarkeit im 

Medium. Ohne Nitrat bzw. unter 2  mM im Medium, konnte der Organismus Lachgas nur 

geringfügig reduzieren. Bei den Konzentrationen 2 bzw. 5 mM Nitrat im Medium, wurden 

86 ml N2O pro Flasche (ca. 250 µmol pro Flasche) binnen ca. 40 Stunden zu N2 reduziert. 

Des Weiteren wurde ein Wachstumsvorteil während der Inkubation von N. vireti Zellen in 

100 % TSB Medium mit 1 mM Nitrat und 250  µM N2O pro Flasche beobachtet. Weitere 

Untersuchungen hinsichtlich der Fähigkeit von N. vireti Lachgas zu reduzieren und die 

optimalen Kultivierungsbedingungen für eine effiziente N 2O Reduktion wurden nicht 

untersucht. Deshalb wurde in dieser Arbeit das Wachstum von N. vireti  unter N2O 

Atmosphären mit unterschiedlicher Konzentration in 100  % TSB Medium mit 0, 5 bzw. 

20 mM Nitrat untersucht. Hierfür wurden N 2O Konzentrationen von 0 bis 100 % in der 

Kombination mit 0, 5 und 20  mM Nitrat untersucht ( ausführliche Auflistung der Daten sind 

in der Masterarbeit von Lukas Geisenhof nachzulesen). Hierbei wurde der Fokus auf einen 

Wachstumsvorteil, durch die Zugabe von Lachgas in der jeweiligen 

Medienzusammensetzung im Vergleich zur Kontrolle ohne N2O, gelegt. Es stellte sich heraus, 

dass N. vireti bei einer Nitratkonzentration von 5  mM und einem Atmosphärengemisch aus 

90 % Stickstoff und 10 % N2O einen Wachstumsvorteil gegenüber reiner N2 Atmosphäre 

aufwies (Abb. 29A). Während der Inkubation der Zellen bei 37 °C in anaeroben, gasdichten 

Serumflaschen mit 100 ml TSB (100 %) supplementiert mit 5  mM Nitrat err eichten die 

Zellen durch die Anwesenheit von Lachgas eine maximale optische Dichte von 0,95. Die 

Kontrolle ohne zusätzlichem N2O erbrachte hingegen eine maximale OD660nm von 0,83. Auch 

die Verdopplungszeit verringerte sich geringfügig um 0,03 Stunden durch die initiale Zugabe 

von N2O. Nachdem die optimalen Wachstumskonditionen für die N2O Reduktion von 

N. vireti Wildstammzellen etabliert waren, wurde die N2O-Reduktionsrate dieser Zellen in 

Echtzeit mittels Mikrorespirometrie -Methode bestimmt. Hierfür wurden N. vireti 

Wildstammzellen zum einen in 100 % TSB Medium ohne Nitrat (Kontrolle; Abb. 29C) und 

zum anderen mit 5 mM Nitrat ( Abb. 29D) in einer 90 % N2/10  % N2O Atmosphäre über 

Nacht bei 37 °C kultiviert. Die Zellen wurden anaerob geerntet, in 100 mM Formiat Tris-

HCl-Puffer (pH 7,8) resuspendiert und somit auf eine OD660nm von 0,1 eingestellt. Die 

Zellsuspension wurden anaerob in die Respirometrie-Messkammer überführt und wie in 

Kapitel 3.8.5 in die Messapparatur der Mikrorespirometrie integriert . Mittels 

Mikrorespirometrie wurden die Konzentrationen von Sauerstoff und N2O in µM sowie die 

Temperatur in °C der Zellsuspension in Echtzeit erfasst und gegen die Zeit aufgetragen. Um 

die Reduktion von N2O messen zu können, wurde in die anaerobe, Lachgas-freie 

Zellsuspension eine N2O gesättigte Lösung eingebracht. Hierdurch wurde ein N 2O-Peak von 

ca. 100 bis 125 µM gemessen. Zur Kontrolle wurden in 100  % TSB mit 5 mM Nitrat anaerob 

kultivierte N. vireti Zellen mittels Hitze inaktiviert und gleichermaßen für eine Messung 
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mittels Mikrorespirometrie behandelt. Die Messung ist in Abb. 29B gezeigt und 

demonstrierte, dass keine Lachgasreduktion ohne lebende Zellen zu detektieren war. Somit 

können Lachgasreduktionen auf die Aktivität der Zellen zurückgeführt werden. In Abb. 29C 

sind die Gaskonzentrationen des Kontrollversuchs aufgetragen. Es ist deutlich zu erkennen, 

dass die Zellen ohne Zugabe von Nitrat nicht in der Lage waren, über einen Zeitraum von 2 

Stunden das supplementierte Lachgas zu reduzieren. Gleichzeitig wurde kein Sauerstoff 

detektiert , wodurch eine Schädigung bzw. ein Funktionsverlust der N2O-Reduktase durch 

Sauerstoff ausgeschlossen werden kann. In Abb. 29D wurden die Gaskonzentrationen von 

N. vireti Zellen aufgetragen, welche über Nacht in 100 % TSB mit 5 mM Nitrat und einer 

90 % N2/10  % N2O Atmosphäre kultiviert wurden. Es ist deutlich zu erkennen, dass die 

Zellen in der Lage waren, das zugefügte N2O innerhalb von ca. 20 Minuten vollständig zu 

reduzieren. Auch eine mehrfache Zugabe von ca. 100 µM N2O zeigte die rasche Reduktion 

bei konstanter Temperatur sowie keine Detektion von Sauerstoff. Mit Hilfe der 

Mikrorespirometrie von biologischen Triplikaten und Anwendung der Michaelis-Menten-

Kinetik ergab sich für den Wildstamm von N. vireti ein Vmax von 20,05 ± 2,17  fmol*  h-1*  Z-1 

und einen kM Wert von 5,79 ± 2,4  µM. 

 

Abb. 29. Wachstum von N. vireti Wildstamm unter 10 % Lachgasatmosphäre sowie die Lachgasreduktion mittels 

Mikrorespirometrie in 100  % TSB Medium supplementiert mit 0 bzw. 5 mM Nitrat. (A) Die Zellen wurden bei 

37 °C in gasdichten 120-ml Flaschen in 50 ml anaeroben Medium mit 10 % N2O oder 100 % N2 inkubiert. Die 

Messung der optischen Dichte erfolgte bei 660 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer 

Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. (B) Kontrollexperiment mit hitzeinaktivierten N. vireti 

Wildstamm Zellen. (C+D) N 2O Reduktion mittels Mik rorespirometrie unter Abwesenheit (C) und Anwesenheit 

(D) von Nitrat im Kultivierungsmedium. Die abgebildeten Daten sind eine stellvertretende Darstellung aus 

biologischen Triplikaten.   
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Zur weiteren Charakterisierung der zur N2O-Reduktion bzw. -Atmung benötigten Enzyme in 

N. vireti wurden, wie bereits zuvor beschrieben, drei Deletionsmutanten generiert. Diesen 

Mutanten fehlen die Enzyme NosB, NosC bzw. NosZ. Sowohl das Wachstum als auch die 

Fähigkeit N2O zu reduzieren wurden im Vergleich zum Wildstamm untersucht. Die in Abb. 

29C dargestellten Ergebnisse des Wildstamms zeigten, dass die Zellen Nitrat im 

Kultivierungsmedium benötigten, um N 2O reduzieren zu können. Aufgrund dessen wurden 

die Charakterisierungen der folgenden Mutanten ausschließlich in Nitrat-haltigem Medium 

durchgeführt. Hierfür wurden die Zellen identisch dem Wildstamm in 100 % TSB Medium 

supplementiert mit 5  mM Nitrat und ei ner 90 % N2/10  % N2O Atmosphäre über Nacht 

kultiviert. Zum einen wurde das Wachstum unter dieser Atmosphäre im Vergleich zur 

Abwesenheit von N2O beobachtet (Abb. 30, linke Spalte) und zum anderen wurden die 

Zellen einer parallelen Kultur für die Mikrorespirometrie ( Abb. 30, rechte Spalte) anaerob 

geerntet und in 100  mM Formiat Tris-HCl-Puffer (pH 7,8) resuspendiert. Die optische Dichte 

der Zellsuspension betrug ca. 0,1 und der Ablauf sowie der Aufbau der Messapparatur 

glichen den vorherigen Messungen des Wildstamms. Zur besseren Vergleichbarkeit sind die 

durchschnittlichen Wachstumsparameter der einzelnen Deletionsmutanten unter den 

verschiedenen Wachstumsbedingungen in der Abb. 30 zusammengefasst. Die linke Spalte 

der Abb. 30 zeigt die Wachstumskurven der Deletionsmutanten N. vireti ænosB, ænosC und 

ænosZ. In grau dargestellt sind die OD660nm Werte der sog. Kontrollkultur gegen die Zeit. 

Diesen Serumflaschen wurde kein zusätzliches N2O hinzugefügt. Sie dienten zum Vergleich, 

um einen eventuellen Wachstumsunterschied durch die Zugabe von 10 % [v/v] Lachgas zu 

erkennen. Die OD-Werte dieser Kulturen sind in hellblau dargestellt. Alle drei 

Deletionsmutanten zeigten, anders als der Wildstamm, keine Erhöhung der optischen Dichte 

durch die Zugabe von N2O. Das Wachstum unter An- bzw. Abwesenheit von N2O von N. vireti 

ænosC und ænosZ waren nahezu identisch. Die Deletionsmutante ænosC erreichte eine 

maximale optische Dichte von 0,63 bzw. 0,65 und zeigte eine Verdopplungszeit von 1,15 

bzw. 1,13 Stunden. Die Deletionsmutante ænosZ erreichte eine insgesamt etwas höhere 

maximale optische Dichte von 0,72 bzw. 0,77 und zeigte eine sehr ähnliche 

Verdopplungszeit von 1,19 bzw. 1,14 Stunden. Als einzige Deletionsmutante zeigte ænosB 

ein minimal unterschiedliches Wachstum. Die Mutante scheint durch die Zugabe von N2O 

minimal schneller in die exponentielle Wachstumsphase zu gelangen, jedoch besitzt sie 

durchschnittlich mit 1,37 Stunden eine höhere Verdopplungszeit. Die maximal erreichte 

OD660nm beider Kulturen waren wiederum mit 0,69 und 0,65 fast identisch, weshalb der 

schnelle Eintritt in die exponentielle Wachstumsphase nicht ausschließlich ein Ergebnis der 

N2O Zugabe sein kann. Zusammengefasst zeigten keine der drei Deletionsmutanten eine 

Steigerung des Wachstums durch die Anwesenheit von N2O auf. Ein Wachstumsdefizit wurde 

durch die Deletion der Gene für die Proteine NosB, -C bzw. -Z unter den untersuchten 

Bedingungen auch nicht hervorgerufen. Um den Einfluss der Deletionen auf die N2O-

Reduktion der Zellen herauszufinden, wurde eine Untersuchung mittels Mikrorespirometrie 

durchgeführt . In Abb. 30 rechte Spalte sind repräsentative Daten der Mikrorespirometrie-

Messungen der jeweiligen Deletionsmutanten dargestellt. Hierbei stellte sich den 

Erwartungen entsprechend heraus, dass die Deletion von nosZ sowie von nosB jeweils zu 
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einem vollständigen Funktionsverlust führte. Die Zellen waren nicht mehr in der Lage, das 

supplementierte N2O über einen Zeitraum von 2 Stunden zu reduzieren. Anders verhielt es 

sich bei der Deletionsmutante ænosC. Die Zellen waren in der Lage das vorhandene N2O sehr 

langsam zu reduzieren. Die Reduktionsrate ist hierbei so gering, dass die Bestimmung von 

Vmax und KM-Werte nicht aussagekräftigt und somit nicht sinnvoll  wäre. Eine Restaktivität 

des Enzyms NosZ scheint in dieser Deletionsmutante, trotz sehr großer Beeinträchtigung, 

vorhanden zu sein.  

 

Abb. 30. Wachstum von N. vireti ænosB, -C und -Z unter 10 % Lachgasatmosphäre sowie die Lachgasreduktion 

mittels Mikrorespirometrie in 100  % TSB Medium supplementiert mit 5 mM Nitrat. Die Zellen wurden bei 37  °C 

in gasdichten 120-ml Flaschen in 50 ml anaeroben Medium mit 10 % N2O oder 100 % N2 inkubiert . Die Messung 

der optischen Dichte (linke Spalte)  erfolgte bei 660 nm. Die abgebildeten Daten stammen aus einer 

Dreifachbestimmung mit Standardabweichung. Messungen der N2O Reduktion mittels Mikrorespirometrie 

(rechte Spalte). Die abgebildeten Daten sind eine stellvertretende Darstellung aus biologischen Triplikaten.  

  



 

 
  105 

5.4. Transkriptomanalysen von N. vireti  

Zum besseren Verständnis der Genexpression und somit der Beteiligung der bisher 

untersuchten Gene an der Nitrat- und N2O-Atmung in N. vireti, wurden globale 

Transkriptomanalysen durchgeführt. Hierfür wurden Zellen des Wildtyps und ausgewählter 

Mutantenzellen von N. vireti unter verschiedenen Wachstumsbedingungen inkubiert. Proben 

wurden zum einen in der spätexponentiellen Wachstumsphase unter aeroben Bedingungen 

sowie aus anaerobem Medium ohne Nitrat sowie mit 5 oder 20 mM Nitrat entnommen. Zum 

anderen wurden Induktionsexperimente durchgeführt, bei denen in der frühexponentiellen 

Wachstumsphase, auf 100 % TSB Medium wachsenden Zellen 5 bzw. 20 mM Nitrat 

supplementiert wurden. Hierbei wurden Proben direkt vor der Induktion, unmittelbar nach 

der Induktion und nachfolgend in Intervallen entnommen. Zur RNA -Sequenzierung wurden 

je Probe 109 Zellen aus biologischen Triplikaten entnommen. Die exakte Kultivierung der 

Zellen, die Sequenzierungsmethode sowie die Quantifizierung und Auswertung der Daten 

wurden bereits in Kapitel 3.9 ausführlich beschrieben.  

5.4.1. Genexpression während der Nitrat -Ammonifikation  

Unterschiede in der Genexpression während des Zellwachstums unter 

Sauerstoffanwesenheit, -abwesenheit sowie die Verfügbarkeit von Nitrat (5 bzw. 20 mM) im 

Medium, wurden mittels Transkriptomanalysen untersucht. Hierfür wurden N. vireti 

Wildstamm-Zellen in sterilem 100 % TSB Medium bei 37 °C inkubiert. Die Kultivierung lief 

zum einen in aerobem und anaerobem TSB Medium ohne Nitrat sowie in anaerobem TSB 

Medium mit 5 und 20  mM Nitrat ab . Das Wachstum wurde mittels stündlicher OD660nm-

Messung verfolgt und in der spätexponentiellen Wachstumsphase wurden Proben zur RNA-

Isolierung entnommen (siehe Kapitel 3.9.1). Zur besseren Vergleichbarkeit der 

Transkriptmengen untereinander wurden diese normalisiert und als log2 counts dargestellt. 

Um eine Beteiligung der Proteine Aor, CbaBA, Hcp, Hmp, NarG, NasC, NirBD, NrfA, NosB, -

C und -Z an der Nitrat -Atmung zu untersuchen, wurden in Abb. 31 die relativen 

Transkriptmengen unter 4 verschiedenen Wachstumsbedingungen miteinander verglichen. 

N. vireti Wildstamm-Zellen wurden in 100 % TSB Medium mit Sauerstoff (aerob), anaerob 

(ohne Nitrat ) sowie anaerob mit Nitrat (5 mM und 20 mM)  kultiviert. Die Transkriptmenge 

des Gens aor, welches für eine Aldehyd-Oxidoreduktase mit einer möglichen Nitrit -

reduzierenden und NO-bildende Funktion kodiert, wird unter anaeroben Bedingungen ohne 

die Anwesenheit von Nitrat hochreguliert. Die Transkriptmenge erhöht sich im Vergleich zur 

Inkubation mit Sauerstoff um den Faktor 2. Die Anwesenheit von Nitrat (5 und 20  mM) 

führten sogar zu einer Verringerung der Transkriptmenge um den Faktor 4, im Vergleich 

zum anaeroben Wachstum ohne Nitrat. Einen Unterschied durch die Zugabe von 5 bzw. 

20 mM Nitrat wurde nicht beobachtet. Ein sehr interessantes Ergebnis zeigten die 

Auswertungen für die Gene der putativen NO-Reduktase CbaABC.  
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Abb. 31. Vergleich der Transkriptmengen der Gene aor, cbaBA, 

hcp, hmp, narG, nasC, nirBD, nrfA, nosB, -C und -Z während des 

Wachstums mit und ohne Sauerstoff sowie unterschiedlicher 

Nitratkonzentrationen. N. vireti Wildstamm-Zellen wurden bei 

37 °C kultiviert in 100  % TSB mit Sauerstoff (aerob), anaerob 

(ohne Nitrat) sowie anaerob mit Nitrat (5  mM und 20 mM). Die 

Probenentnahme erfolgte in der spätexponentiellen 

Wachstumsphase. Schwarzer Strich innerhalb der Boxen: 

Median. Sog. Antennen zeigen den minimalen und maximalen 

Wert an.  

 



 

 
  107 

Die Transkriptmengen zeigen eine deutliche Abhängigkeit von der Sauerstoff- und Nitr at-

Verfügbarkeit im Medium. Sowohl für cbaB und cbaA steigt die Transkriptmenge alleine 

durch das anaerobe Wachstum um den Faktor 2. Die Zugabe von 5 mM Nitrat in das 

Wachstumsmedium führt zu einer weiteren Steigerung um den Faktor 32 im Vergleich zum 

aeroben Wachstum. Eine weitere Steigung um den Faktor 256 im Vergleich zur Sauerstoff-

Anwesenheit, wurde durch die Verfügbarkeit von 20 mM Nitrat erreicht. Eine weitere 

Abhängigkeit von der Nitratverfügbarkeit im Medium wurde auch bei der Transkriptmenge 

des Gens hcp beobachtet. Das Gen kodiert für das Hybrid-Cluster-Protein in N. vireti und 

besitzt in vielen Organismen die Fähigkeit zur NO-Detoxifizierung. In N. vireti 

Wildstammzellen wurde beobachtet, dass die Transkriptmenge durch die Zugabe von 5 mM 

Nitrat im Medium um den Faktor 128 hochreguliert wird, im Vergleich zum Wachstum in 

anaerobem Medium ohne Nitrat. Die Zugabe von 20 mM Nitrat erbrachte in diesem Fall der 

NO-Reduktase jedoch eine Verringerung der Transkriptmenge im Vergleich zu 5 mM Nitrat. 

Trotzdem ist die Transkriptmenge um den Faktor 32, im Vergleich zu 0 mM Nitrat, erhöht. 

Das Gen hmp kodiert ebenfalls für eine NO-Reduktase, zeigte jedoch keine Regulation der 

Transkriptmenge durch die Veränderung der Sauerstoff- bzw. Nitratkonzentration. Die 

Auswertung der Transkriptmengen des Gens narG unterstützt die Ergebnisse aus Kapitel 5. 

Dieses kodiert für eine Nitratreduktase in N. vireti und erbrachte eine negative Regulation 

der Transkriptmenge durch die Zugabe von Nitrat. Hierbei wurde die Transkriptmenge 

durch die Zugabe von 5 mM Nitrat um den Faktor 8 im Vergleich zum aeroben Wachstum 

herunterreguliert. Die Anwesenheit von 20 mM Nitrat führte wiederum zu einer 

Herunterregulierung um dem Faktor 2. Diese Ergebnisse sprechen für die Nutzung eines 

weiteren Enzyms zur Nitratreduktion (vgl. Kapitel 5). Dieses Enzym ist allem Anschein nach 

NasC, dessen Aufgabe als funktionsfähige Nitratreduktase durch die Wachstumsversuche als 

auch durch die Transkriptomanalysen untermauert wurde. Der Vergleich der 

Transkriptmengen zeigte eine positive Beeinflussung durch die Anwesenheit von Nitrat im 

Medium. Die Zugabe von 5 mM bzw. 20 mM Nitrat erbrachte eine Hochregulierung um den 

Faktor 4 bzw. 32 verglichen zur Abwesenheit von Nitrat im Medium. Es wurde festgestellt, 

dass die Transkriptmenge von nasC unter Sauerstoffeinfluss auch um den Faktor 4, 

verglichen zu anaerobem Medium ohne Nitrat, erhöht ist. Diese höhere Transkriptmenge, 

um den Faktor 2 bis 8 unter Sauerstoff, trat auch bei den Ergebnissen für hcp, narG, nrfA, 

nosC und nosZ auf. Die größte Herunterregulierung im Vergleich zwischen aerobem und 

anaerobem Wachstum ohne Nitrat trat jedoch bei den Genen nirB und -D auf. Hier wurde 

die Transkriptmenge in anaerobem Medium um den Faktor 256 herunter reguliert. Dies 

sowie das sehr langsame und schlechte Wachstum von N. vireti unter anaeroben 

Bedingungen ohne Stickstoffquelle, spricht für ein rein fermentatives Wachstum ohne 

Beteiligung der Enzyme des Stickstoffmetabolismus. Vergleicht man jedoch die 

Transkriptmenge von nirBD, welche für eine cytoplasmatische Nitritreduktase kodiert, unter 

Zugabe von Nitrat, so wird die Transkriptmenge um den Faktor 64 bei 5 mM und um den 

Faktor 16 bei 20 mM hochreguliert. Eine ähnliche Regulierung der Transkriptmenge wurde 

für nrfA, eine extracytoplasmatische dissimilatorische Nitritreduktase, festgestellt. Hier 

führte die Anwesenheit von 5 mM Nitrat zu einer Hochregulierung um den Faktor 91 und 
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um den Faktor 16 bei 20 mM. Übergreifend ist anzumerken, dass die Anwesenheit von 

20 mM Nitrat im Medium bei beiden Nit ritreduktasen, vergleichsweise zu 5 mM, zu einer 

verringerten Transkriptmenge führte. Dies könnte auf die nicht physiologische Menge an 

Nitrit zurückzuführen sein die durch die Reduktion von Nitrat entsteht. Diese Menge Nitrit 

wird unumgänglich zu einer er höhten abiotischen NO-Produktion führen und eine 

nitrosative Stressantwort hervorrufen. Dafür spricht die erhöhte Transkriptmenge der NO-

Reduktase CbaBA unter 20 mM Nitrat. Ein weiteres Indiz für die Anwesenheit von NO sind 

die Transkriptmengen der untersuchten nos-Gene. Alle drei Gene werden durch die 

Anwesenheit von Nitrat hochreguliert und zeigen keine Verringerung der Transkriptmenge 

durch die Zugabe von 20 mM Nitrat. nosB wird im Vergleich zu 0 mM Nitrat um den Faktor 

32 hochreguliert, nosC erreichte eine Erhöhung um den Faktor 180 und nosZ sogar von 256. 

Die Ergebnisse der Transkriptomanalyse zeigen eine deutliche, positive Regulierung der 

Gene cbaBA, hcp, nasC, nirBD, nrfA, nosB, -C und -Z durch die Anwesenheit von Nitrat im 

Medium. Die Transkriptmengen machten deutlich, dass N. vireti hauptsächlich die 

Nitratreduktase NasC verwendet, welches die Ergebnisse der Wachstumsversuche bestätigte. 

Die Aussage, dass N. vireti in Abhängigkeit der initialen Nitratkonzentration im Medium 

zwischen den Stoffwechselwegen DNRA und Denitrifikation unterscheidet, konnte durch 

diese Analysen nicht bestätigt werden. Jedoch wurde durch die vorherigen Kapitel deutlich, 

dass die Anwesenheit von 20 mM Nitrat zu einer unphysiologischen Menge Nitrit führt und 

somit eine Menge NO freigesetzt wird. Dies führt zu nitrosativen Stressantworten, welche 

durch die Erhöhung der NO-Reduktasen CbaBA und Hcp deutlich wurde.  

5.4.2. Transkriptomdynamik und differentielle RNA -Profile 

Um den Einfluss von Nitrat im Wachstumsmedium und dessen Auswirkungen auf die 

Transkriptmenge der untersuchten Gene genauer zu betrachten, wurden 

Induktionsexperimente durchgeführt. Wildstamm-Zellen von N. vireti wurden in 100  % TSB 

bei 37 °C inkubiert und in der frühexponentiellen Wachstumsphase mit 5 mM bzw. 20 mM 

Nitrat supplementiert. Für die RNA-Isolierung wurden Proben direkt vor (t 0) der Induktion, 

direkt danach (t 10) sowie in fortlaufenden Intervallen (t 40, t70, t100 und t130) entnommen. Zum 

Vergleich wurden die Transkriptmengen normalisiert und die Differenz zwischen den 

jeweiligen Zeitpunkten nach der Induktion mit der Transkriptmenge von t 0 als log2 fold 

change in Abb. 32 dargestellt. Die Veränderung der Transkriptmenge durch die Zugabe von 

5 mM Nitrat ist in Abb. 32A und von 20 mM Nitrat in Abb. 32B zu sehen. Wie zuvor in den 

Experimenten (Kapitel 5.4.1), gibt es durch die Anwesenheit von Nitrat keine signifikante 

Veränderung der Transkriptmenge von aor. Weder die Zugabe von 5 mM noch 20 mM 

verursachte eine Veränderung in der Transkriptmenge über die beobachtete Zeit. In beiden 

Fällen unterscheiden sich die Transkriptmengen nach dem jeweiligen Nitratpuls nur minimal 

vom Vergleichswert (t0) vor der Induktion. Im Gegensatz dazu erbrachte die Zugabe von 

5 mM Nitrat eine deutliche Hochregulierung der Transkriptmenge von cbaB und -A. Direkt 

nach der Induktion erhöhte sich die Transkriptmenge um den Faktor 3,10. Dieser stieg stetig 

über die Zeit an und erreichte bei t100 seinen Höhepunkt von 53,86 und bleibt bis 

einschließlich t130 konstant hoch. Solch einen kontinuierlichen Anstieg wurde nach der 
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Zugabe von 20 mM Nitrat nicht beobachtet. Hier erhöhte sich die Transkriptmenge im 

Vergleich zu t0 direkt nach der Induktion um den Faktor 14 und erreichte schon bei t40 einen 

Höhepunkt mit 32. Die Transkriptmenge sank dann über die Zeit nur geringfügig ab. Diese 

schnelle Änderung der Transkriptmenge und der fehlende, kontinuierliche Anstieg ist 

vermutlich der hohen Nitratkonzentration zuzuschreiben. Diese löste durch die nicht 

physiologische Konzentration Stressantworten in der Zelle aus. 

 

Abb. 32. Transkriptmengen der ausgewählten Gene in N. vireti nach einem Nitratpuls. Die Zellen wurden anaerob 

in 100 % TSB Medium bei 37 °C kultiviert. Nach ca. 4 Stunden wurden (A) 5 mM bzw. (B) 20  mM Nitrat 

supplementiert und intervallweise Proben zur RNA-Sequenzierung entnommen. Aufgetragen ist der log2 fold 

change normalisiert auf die Transkriptmenge direkt vor der Zugabe.  

 

Dieser Effekt wurde auch bei den untersuchten nos-Genen beobachtet. Die Transkriptmenge 

von hcp wurde nach der Zugabe von 5 mM Nitrat bereits direkt nach der Induktion um den 

Faktor 10 hochreguliert. Diese blieb bis t100 relativ konstant und sank erst wieder zum 

Zeitpunkt t 130. Hier war die Transkriptmenge jedoch immer noch um den Faktor 4,8 erhöht 

im Vergleich zum Wachstum ohne Nitrat. Durch die Supplementierung mit 20 mM Nitrat 

wurde hcp maximal um den Faktor 3,6 hochreguliert und blieb über den gesamten 

Messzeitraum konstant. Dies suggeriert, dass Hcp bereits frühzeitiger als CbaBA auf 

geringere Mengen NO reagiert, welches durch Nitrit im Medium abiotisch entsteht. Die 

ausbleibende zeitliche Veränderung der Transkriptmenge durch die Zugabe von 20 mM 

Nitrat , implizie rt eine Funktionsfähigkeit von Hcp anders als CbaBA bei geringeren NO 

Konzentrationen in N. vireti. Die Transkriptmenge von hmp wurde durch die Zugabe von 

5 mM Nitrat nur gering um einen maximalen Faktor 1, 8 erhöht und wurde nachfolgend 

sogar um den Faktor 0,8 herunterreguliert. Die Zugabe von 20 mM Nitrat führte kurzfristig 
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zu einer erhöhten Transkriptmenge um den Faktor 3,6. Wie bereits in den Experimenten 

zuvor (Kapitel 5.4.1) deutlich wurde, so führt die Anwesenheit von Nitrat zu einer 

Herunterregulierung von narG. Die Transkriptmenge wurde um den Faktor 0,58 (5 mM t10) 

bzw. 0,55 (20 mM t10) herunterreguliert. Dies untermauert die Hypothese, dass N. vireti 

ausschließlich die Nitratreduktase NasC verwendet. Die Funktionsfähigkeit von NasC wird 

durch die Veränderung der Transkriptmengen über die Zeit deutlich. Hier erhöht sich die 

Transkriptmenge direkt nach der Induktion (5  mM) um den Faktor 26,93 und verringert sich 

sukzessive bis zum Zeitpunkt t130, bleibt jedoch weiterhin im Vergleich zu t 0 erhöht (14,09). 

Auch die Zugabe von 20 mM Nitrat verursacht eine direkte, jedoch nicht so ausgeprägte 

Hochregulierung (Faktor 4,51 zu t 10). Solch eine zeitliche Verteilung der Transkriptmenge 

ist auch bei nirB und -D zu beobachten. Die Induktion von 5  mM Nitrat führt zu einer 

direkten Hochregulierung zum Zeitpunkt t 10 mit einer nachfolgenden Verringerung der 

Transkriptmenge. Anders als bei nasC wird das Transkript nach t70 sogar geringfügig 

herunterreguliert. Die Nitritreduktase NrfA wird laut Transkriptmengen nach der Zugabe 

von Nitrat direkt hochreguliert und über die Zeit nicht abgebaut. Solche eine anhaltende 

Hochregulierung ist auch bei den drei nos-Genen nosB, -C und -Z zu beobachten. Die Gene 

werden direkt nach Zugabe von Nitart hochreguliert, steigern sich bis zum Zeitpunkt t40-t70 

und bleiben nachfolgend konstant. Generell wurde beobachtet, dass die Zugabe von 5 mM 

Nitrat zu einer stärkeren Veränderung in der Transkriptmenge im Vergleich zu t0 führte als 

die Zugabe von 20 mM Nitrat . Dies kann wie zuvor auf die unphysiologische Nitrit-

Konzentration zurückzuführen sein die durch die Reduktion von Nitrat entsteht. Der dadurch 

hervorgerufene nitrosative Stress löst vermutlich weitere, bislang nicht charakterisierte 

Reaktionen in der Zelle aus, welche keine Aussage über die physiologische Nitrat-

Ammonifikation  von N. vireti treffen. 

5.5. Diskussion 

5.5.1. Nitratmetabolismus in N. vireti  

Bisherige Untersuchungen hinsichtlich bakterieller N2O Entstehung und N2O-Senke 

umfassten meist gramnegative Bakterienstämme. Dies hatte zur Folge, dass der anaerobe 

Stickstoffmetabolismus in grampositiven Bakterien unerforscht blieb. Im Gegensatz zur 

Denitrifikation, die zu großen Stickstoffverlusten u nd N2O-Emissionen führt, reduziert DNRA 

Nitrat und Nitrit zu Ammonium, einer reaktiven Stickstoffverbindung die eher dazu neigt in 

der Bodenmatrix zurückgehalten zu werden. Beide anaerobe mikrobielle Stoffwechselwege 

konkurrieren somit um die gemeinsamen Substrate Nitrat und Nitrit. Die Stimulierung eines 

Weges würde somit den anderen unterdrücken (PANDEY et al., 2018, YOON et al., 2015). 

Daher könnte die Stimulierung von DNRA als Strategie zur Verbesserung der 

Düngereffizienz und zur Verringerung der Treibhausgasemissionen genutzt werden. Jedoch 

blieben aufgrund der erschwerten, gezielten Anreicherung und Isolierung von DNRA-

Mikroorganismen, die Ökophysiologie der DNRA-Bakterien in landwirtschaftlich genutzten 

Böden weitgehend unerforscht (HEO et al., 2020). Der in dieser Arbeit untersuchte 

grampositive Organismus N. vireti, besitzt sowohl die genetische Ausstattung für die 
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dissimilatorische Nitratreduktion zu Ammonium (DNRA) als auch für eine partielle 

Denitrifikation inklusive der Lachgas-Reduktion (Kapitel 1.5) und bietet somit die  

Möglichkeit, Einblick und ein besseres Verständnis des Nitratmetabolismus in grampositiven 

Bodenbakterien zu gewinnen (Abb. 33).  

 

Abb. 33. Modell des anaeroben Stoffwechsels von N. vireti in Gegenwart von Nitrat: mögliche Wege für DNRA, 

N2O-Atmung, NO-Entgiftung und Mischsäuregärung. Das aus der Fermentation stammende NADH könnte durch 

die membrangebundene elektrogene NADH-Dehydrogenase (NADH-DH) oder durch die assimilatorischen Nitrat- 

oder Nitritreduktasen (NasC, NirBD) oxidiert werden. Rote Pfeile kennzeichnen "Neben"-Reaktionen, die 

möglicherweise an der zytoplasmatischen NO-Produktion aus Nitrit beteiligt sind, wä hrend die extrazelluläre 

NO-Bildung aus Nitrit als abiotisch angesehen wird. N2O könnte auf beiden Seiten der Membran durch die 

Enzyme Hcp und cNor gebildet werden. Schließlich wird angenommen, dass die Menachinol-Oxidation durch 

N2O vom Cytochrom bc1-Komplex (QcrABC) und der N2O-Reduktase NosZ abhängt. Die jeweiligen 

Elektronendonatoren für die Aor-, Hcp- und Hmp-Proteine sind nicht bestimmt worden. Es gibt mehrere 

Kandidaten für Aor, die im N. vireti-Genom kodiert werden und an der Nitritreduktion zu NO b eteiligt sein 

könnten. Der Einfachheit halber sind die durch enzymatische Reaktionen gebildeten oder verbrauchten Protonen 

nicht dargestellt. Farbcode: rot, elektrogene Enzyme (Protonenpumpe, Redoxschleife oder Q-Zyklus); grün, 

terminale Reduktase (Komplex); blau, "assimilatorisches" Enzym; orangefarbener Hintergrund, respiratorischer 

Nitrat -Ammonifikationsweg (Endprodukt Ammonium); gelber Hintergrund, NO -Entgiftung und N 2O-

Atmungsweg (Endprodukt Distickstoff). Aor, Aldehyd -Oxidoreduktase; cNor, Cytochrom c NO-Reduktase; Hcp, 

Hybrid-Cluster-Protein; Hmp, Flavohämoglobin; NarK, Nitrat/Nitrit -Antiporter.  

 

Eine Besonderheit von N. vireti - die Nitrat -Konzentrationsabhängige Durchführung von 

DNRA oder Denitrifikation - wurde im Jahr 2014 von MANIA et al. postuliert. Gaskinetiken 

wiesen darauf hin, dass der Organismus bei einer anfänglichen Konzentration von 5 mM 

hauptsächlich Nitrat ammonifiziert und bei einer Erhöhung auf 20 mM, dieses zu gleichen 

Teilen denitrifiziert bzw. detoxifiziert und ammonifizier t. Des Weiteren wurde eine 

Abhängigkeit von der initialen Nitratkonzentration und der Zusammensetzung der 

Fermentationsprodukte wie Acetat, Formiat, Laktat und Succinat beobachtet (MANIA et al 

2014). Damit Aufschluss über die Regulierung beider Stoffwechselwege gewonnen und zur 

Aufklärung einzelner Enzymfunktionen beigetragen werden konnte, wurde N. vireti 
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genetisch manipuliert (Kapitel 3.7.3). Eine Vielzahl an Einzel- und Doppel-

Deletionsmutanten wurden erstellt ( Tab. 1). Vergleichende anaerobe Wachstumsversuche 

wurden mit dem Wildstamm und den g enannten Deletionsmutanten sowohl unter 5 mM als 

auch 20 mM Nitrat durchgeführt. Die gewonnenen Erkenntnisse aus Wachstumsparametern 

und Substratumsätzen beider Versuchsreihen deuten auf eine essenzielle Funktion von NasC 

als primäre Nitratreduktase in N. vireti hin, wohingegen die Deletion von narG zu keiner 

Veränderung des Wachstumsverhaltens im Vergleich zum Wildstamm führte (Abb. 23 und 

Abb. 26). Im Gegensatz dazu wurde die Funktionsfähigkeit beider Nitritreduktasen durch 

die Wachstums- und Mutationsexperimente bestätigt. Sowohl NrfA als auch NirBD sind in 

der Lage, die jeweils in der entsprechenden Mutante fehlende Reduktase unter den 

vorliegenden Bedingungen bis zu einem gewissen Grad zu ersetzen. Die Existenz eines 

weiteren Nitrit -reduzierenden Enzyms in N. vireti wurde bisher nicht bestätigt. Die 

gleichzeitige Deletion von nrfA und nirBD führte zu einer Nitritakkumulation im Medium 

(Abb. 25 und Abb. 28). Eine exakte Abhängigkeit zwischen DNRA und Denitrifikation von 

der initialen Nitratkonzentration ( MANIA et al., 2014) wurde durch reine 

Wachstumsversuche nicht eindeutig bestätigt. Ein putatives Modell des anaeroben 

Stoffwechsels von N. vireti in Anwesenheit von Nitrat ist in Abb. 33 dargestellt. Es wird 

angenommen, dass Nitrat über den NO3
-/NO 2

--Antiporter NarK in das Cytoplasma 

transportiert wird , wo es folglich zu Nitrit reduziert wird . Die Reduktion von Nitrit wird 

sowohl durch die NADH-abhängige Sirohäm-haltige Reduktase NirBD, die im Cytoplasma 

lokalisiert ist, als auch durch die respiratorische, membrangebundene Cytochrom c 

Nitritreduktase NrfA durchgeführt.  Das aus der Fermentation stammende NADH könnte 

durch die membrangebundene elektrogene NADH-Dehydrogenase (NADH-DH) oder durch 

die assimilatorischen Nitrat- oder Nitritreduktasen (NasC, NirBD) oxidiert werden , wobei 

NirBD eine zusätzliche Rolle bei der zytoplasmatischen NO2-Entgiftung spielen könnte. Das 

Enzym kann möglicherweise auch die Fermentation von Glucose zu Acetat durch die 

Reoxidation von NADH + H +  zu NAD+  unterstützen und dadurch die ATP-Synthese auf 

Substratebene und bei der Aufrechterhaltung eines Redox-Gleichgewichts assistieren (1996; 

COLE, 1996). Einen Hinweis auf die Funktionsfähigkeit von NirBD unter hohen 

Nitritkonzentrationen lieferten die Ergebni sse unter 20 mM Nitrat. Hierbei zeigte sich, dass 

die Deletion von nrfA durch die Anwesenheit von NirBD supplementiert werden konnte, 

jedoch nicht andersherum. Die Deletion von nirBD wurde bei 20 mM Nitrat im Medium, 

nicht durch die alleinige Anwesenheit von NrfA ausgeglichen, welches sich durch die 

Nitritakkumulation zeigte ( Abb. 26). Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass NirBD in 

N. virtei während der fermentativen Ammonifikation einen signifikanten Vorteil bietet. 

Wodurch die fermentative Ammonifikation, wie auch für Nir aus E. coli gezeigt wurde, die 

energetisch günstige Fermentation von Glukose zu Formiat und Acetat ermöglicht (WANG 

et al., 2019). Es ist jedoch insgesamt zu bedenken, dass solch hohe, nicht physiologischen 

Nitratmengen (20  mM), durch die Akkumulation von Nitrit im Medium, zu einem sehr 

hohen nitrosativen Stress in den Zellen führt. Hierbei ist eine abiotische Entstehung von NO 

nicht auszuschließen, wodurch zwangsläufig unterschiedliche Stressantworten und eine 

entsprechende Umstellung des Metabolismus des Organismus hervorgerufen werden. Dies 
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lässt eine eindeutige Aussage über Enzymfunktionen in N. vireti unter diesen Bedingungen 

nur erschwert zu und Schlussfolgerungen sollten mit Vorsicht betrachtet werden. Die 

Auswirkungen der nicht-physiologischen Nitratmengen (20 mM) zeigten sich durch den 

Übergang in die stationäre Phase aller Kulturen ab einer Nitritkonzentration  von 10 bis 

15 mM im Medium (Kapitel 5.2), welches mit den Beobachtungen von MANIA et al. (2014) 

einhergeht. Des Weiteren wurde bereits 2016 von MANIA et al. eine Nitrat Hemmung der 

Nitrit -zu-NH4
+  Reduktion in N. vireti beobachtet. Auch in dieser Arbeit wurde gezeigt, dass 

die Nitritreduktion erst ab einer restlichen Nitratkonzentration von ca. 2 mM im Medium 

beginnt (Kapitel 5.1). Dies wurde zuvor auch bei anderen nrfA- und nirB-tragenden 

Organismen wie E. coli beobachtet (WANG & GUNSALUS, 2000). Die Beteiligung von Nitrat an 

der ökophysiologischen Regulierung der DNRA wurde auch durch die physiologische 

Charakterisierung von DNRA-Bakterien im Boden von HEO et al. (2020) untersucht. 

Hierdurch rückte DNRA erst kürzlich als Stickstoffspeicherpfad, der möglicherweise genutzt 

werden kann, um den Stickstoffverlust durch die Denitrifikation zu verringern, wieder in 

den Blickpunkt der Wissenschaft. HEO et al. isolierten mittels kolorimetrische Screening-

Methode 100 DNRA-Bakterien aus Nitrat-reduzierenden, anoxischen 

Anreicherungskulturen. Sechs dieser Isolate, die jeweils einer anderen Gattung zugeordnet 

wurden, wurden charakterisiert um das Verständnis der Physiologie der DNRA zu 

verbessern. Die Isolate wurden taxonomisch als Bacillus (Phylum Firmicutes) und 

Aeromonas, Citrobacter, Enterobacter, Klebsiella und Shewanella (Phylum Proteobactera) auf 

Gattungsebene zugeordnet. Alle Isolate besitzen die Gene nrfA und/oder nirB, und der 

Stamm von Bacillus sp. besitzt, wie auch N. vireti ein Klade II nosZ-Gen und somit auch die 

Fähigkeit der N2O-Reduktion. Ihre auffälligste, offensichtlichste gemeinsame physiologische 

Eigenschaft war die Nitrat-Hemmung der Nitrit -zu-NH4
+  Reduktion. Dies wurde anhand des 

Citrobacter sp.-Stammes DNRA3 (besitzt nrfA und nirB) und des Enterobacter sp. Stammes 

DNRA5 (besitzt nirB) näher untersucht. Beide Isolate zeigten eine Hemmung von NO2
- zu 

NH4
+  Reduktion bei submillimolaren NO3

- Konzentrationen und eine Herunterregulierung 

der nrfA- oder nirB-Transkription, während NO3
- zu NO2

- reduziert wurde. In Batch- und 

Chemostat-Experimenten produzierten beide Isolate NH4
+  aus der Nitratreduktion, wenn sie 

mit einem Überschuss an organischen Elektronendonatoren inkubiert wurden, während die 

Inkubation mit einem Überschuss an Nitrat zum Nitrit Aufbau, aber zu keiner wesentlichen 

NH4
+  Produktion führte. Dies kann auf die vermutlich hemmende Nitrat -Konzentration 

zurückzuführen sein. Diese bisher übersehene Verbindung zwischen Nitrat-Unterdrückung 

der NO2
- -zu NH4

+  Reduktion und der Regulierung des C-zu-N-Verhältnisses der DNRA-

Aktivität könnte ein Schlüsselmechanismus sein, der der Konkurrenz zwischen 

Denitrifikation und DNRA im Boden zugrunde liegt ( HEO et al., 2020). Auch frühere 

Untersuchungen deuteten darauf hin, dass die DNRA in Umgebungen mit einem hohen 

Gehalt an organischem Kohlenstoff und einem begrenzten Angebot an stickstoffhaltigen 

Elektronenakzeptoren (NO3
-/NO 2

-) der bevorzugte Stoffwechselweg ist (LAVERMAN et al., 

2006, SCHMIDT et al., 2011, HARDISON et al., 2015). Die potentielle Bedeutung von DNRA als 

Schlüsselreaktion, die die Beeinflussung von reaktivem Stickstoff in der Umwelt steuert, wird 

seit Jahrzehnten erwogen (TIEDJE et al., 1982; ZUMFT, 1997; BURGIN & HAMILTON, 2007). Die 
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Beobachtung der Dominanz von DNRA gegenüber der Denitrifikation, war bisher auf einige 

spezifische, stark reduzierte Meeresumgebungen beschränkt (MURPHY et al., 2016; BEHRENDT 

et al., 2013), jedoch wurde die DNRA-Aktivität in Böden durch 

Bodeninkubationsexperimenten mit 15NH4
+  aus der 15NO3

- Reduktion bestätigt (PUTZ et al., 

2018; PANDEY et al., 2018). Darüber hinaus deutet die Häufigkeit von nrfA-Genen in 

mehreren sequenzierten Metagenomen im Boden darauf hin, dass Mikroben mit DNRA-

Aktivität in Bodengemeinschaften reichlich vorhanden sind (ORELLANA et al., 2017; NELSON 

et al., 2016). Es wurden jedoch bisher nur wenige Versuche unternommen, DNRA 

Organismen aus Böden zu isolieren und zu untersuchen (NAZARIES et al., 2013). Im Zeitalter 

der molekularen mikrobiellen Ökologie und der Meta -omics wird die Bedeutung von 

kulturbasierten Studien oft übersehen, doch können Meta-omics-Daten nur mit ökologischen 

und biogeochemischen Zusammenhängen und mit einem fundierten Verständnis der 

mikrobiellen Physiologie und des Stoffwechsels interpretiert werden (HEO et al., 2020). In 

dieser Hinsicht steht außer Zweifel, dass DNRA weitere kulturbasierte Untersuchungen für 

ein besseres Verständnis des Stickstoffverbleibs im Boden in Agrarökosystemen verdient, 

selbst wenn molekulare Werkzeuge und bioinformatische Pipelines für kulturunabhängige 

Analysen von DNRA-verwandten funktionellen Genen, z. B. nrfA und nirB, in großem 

Umfang zur Verfügung stehen (ORELLANA et al., 2017; WELSH et al., 2014).  

5.5.2. N2O Reduktion in N. vireti  

Lachgas (N2O) ist ein ozonabbauendes Gas, ein Treibhausgas und somit ein globales 

Problem, weshalb eine Verringerung der N2O-Emissionen aus natürlichen Ökosystemen, 

Landwirtschaft und industriellen Systemen ein Fokus der aktuellen Forschung ist 

(RAVISHANKARA et al., 2009; ZUMFT et al., 2006). Biologische Stickstoffentfernung in 

Kläranlagen hat die Aufmerksamkeit auf sich gezogen, da die N2O-Emissionen größer sind 

als ursprünglich erwartet ( LAW et al., 2012). Dennoch entsteht ein großer Teil des N2O über 

landwirtschaftliche Anbauflächen ( IPCC, 2013; HARTER et al., 2014). N2O wird über 

verschiedene biologische und abiotische Wege erzeugt (Kapitel 1.2). Es entsteht als 

Nebenprodukt der Ammoniak-Oxidation durch ammoniakoxidierende autotrophe 

Mikroorganismen (KAMPSCHREUR M. et al., 2009) sowie während der DNRA (LUCKMANN et al. 

2014) und ist ein obligatorisches Zwischenprodukt bei der Denitrifikation, die durch 

heterotrophe Mikroorganismen vermittelt wird. Studien über die Mechanismen der N 2O-

Produktion haben das Wissen bereits erheblich erweitert, jedoch ist immer zu beachten, dass 

N2O-Emissionen der Nettoeffekt von Produktion und Verbrauch sind, und ein umfassendes 

Verständnis der Mechanismen des N2O-Verbrauchs noch erforscht werden muss. Jüngste 

Entdeckungen von Lachgas-reduzierenden Bakterien (SUENAGA et al., 2018; 2019) deuten 

auf eine mögliche biologische Senke für das starke Treibhausgas N2O hin. Für eine 

Anwendung zur Verringerung von N2O ist jedoch die Charakterisierung weiterer Isolate 

erforderlich. MANIA et al. beschrieben im Jahr 2014 die Fähigkeit von N. vireti, N2O während 

der Nitr atatmung (hauptsächlich mit 20  mM Nitrat im Medium) zu produzieren und 

nachfolgend zu elementarem Stickstoff zu reduzieren. 2016 zeigten MANIA et al. die 

Abhängigkeit der N2O-Reduktionsfähigkeit in N. vireti Zellen von der Nitratverfügbarkeit im 
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Medium. Ohne Nitrat bzw. unter 2  mM im Medium konnte der Organismus Lachgas nur 

geringfügig reduzieren. Bei den Konzentrationen 2 bzw. 5 mM Nitrat im Medium, wurden 

86 ml N2O pro Flasche (ca. 250 µmol pro Flasche) binnen ca. 40 Stunden zu N2 reduziert. 

Des Weiteren wurde ein Wachstumsvorteil während der Inkubation von N. vireti Zellen in 

100 % TSB Medium mit 1 mM Nitrat und 250  µM N2O pro Flasche beobachtet. Weitere 

Untersuchungen hinsichtlich der Fähigkeit von N. vireti Lachgas zu reduzieren und die 

optimalen Kultivierungsbedingungen für eine effiziente N 2O-Reduktion wurden nicht 

untersucht. Deshalb wurde in dieser Arbeit das Wachstum von N. vireti unter N2O-

Atmosphäre mit unterschiedlicher Konzentration in 100 % TSB Medium mit 0, 5 bzw. 

20 mM Nitrat untersucht (Kapitel 5.3). Es stellte sich heraus, dass N. vireti bei einer 

Nitratkonzentration von 5  mM und einem Atmosphärengemische aus 90 % Stickstoff und 

10 % N2O einen Wachstumsvorteil gegenüber reiner N2-Atmosphäre aufwies (Abb. 29) und 

bestätigte somit die Befunde von MANIA et al. (2016). Mit Hilfe dieser optimierten 

Wachstumskonditionen wurde die N2O-Reduktionsrate dieser Zellen direkt in der 

Zellsuspension mittels Mi krorespirometrie bestimmt (Kapitel 5.3). Es wurde für den 

Wildstamm von N. vireti ein Vmax von 20,05 ± 2,17  fmol*  h-1*  Z-1 und einen KM Wert von 

5,79 ± 2,4  µM ermittelt. Des Weiteren wurde bestätigt, dass Zellen ohne Zugabe von Nitrat 

im Wachstumsmedium nicht in der Lage waren über einen Zeitraum von 2 Stunden, 

supplementiertes Lachgas zu reduzieren. Die Überwachung der Sauerstoffkonzentration 

schließt eine Schädigung bzw. ein Funktionsverlust der N2O-Reduktase durch Sauerstoff aus. 

Eine weitere Kontrolle mittels hitzeinaktivierte r Zellen zeigte, dass detektierte 

Lachgasreduktionen auf die Aktivität der Zellen zurückzuführen sind. Zur weit eren 

Charakterisierung der zur N2O-Reduktion bzw. Atmung benötigten Proteine in N. vireti 

wurden, wie bereits zuvor in Kapitel 5 beschrieben, Deletionsmutanten generiert. Diesen 

Mutanten fehlen die Proteine NosB, NosC und NosZ. Alle drei Deletionsmutanten zeigten, 

anders als der Wildstamm, keine Erhöhung der optischen Dichte durch die Zugabe von N2O. 

Ein Wachstumsdefizit wurde durch die Deletion der Enzyme NosB, -C und -Z unter den 

untersuchten Bedingungen auch nicht hervorgerufen. Um den Einfluss der Deletionen auf 

die N2O-Reduktion der Zellen herauszufinden, war eine Untersuchung mittels 

Mikrorespirometrie unumgänglich. Hierbei st ellte sich, den Erwartungen entsprechend, 

heraus, dass die Deletion von NosZ, aber auch NosB zu einem vollständigen Funktionsverlust 

führte. Dies untermauert die essenziellen Funktionen von NosZ und NosB für die 

Lachgasreduktion (HEIN & SIMON 2019). Anders verhielt es sich bei der Deletionsmutante 

ænosC. Die Zellen waren in der Lage das vorhandene N2O sehr langsam zu reduzieren. Die 

Reduktionsrate ist hierbei so gering, dass die Bestimmung eines Vmax und KM-Werts nicht 

aussagekräftig erscheint. Eine minimale Restaktivität des Enzyms NosZ scheint in dieser 

Deletionsmutante, trotz sehr großer Beeinträchtigung, vorhanden zu sein und bestätigt 

somit Ergebnisse initialer Gaskinetiken von MANIA et al. mit Deletionsmutanten von N. vireti 

(nicht veröffentliche Daten). Ein putatives Modell des N2O-Atmungssystems von N. vireti, 

einschließlich der elektrogenen Elektronentransportkette von Menachinol (MKH2) zum 

NosZ-Enzym der Klade II ist in Abb. 34 dargestellt.  
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Abb. 34. Modell des N2O-Atmungssystems von N. vireti, einschließlich der elektrogenen Elektronentransportkette 

von Menachinol (MKH2) zum NosZ-Enzym der Klade II (oben) und der Architektur des Nos-Genclusters (unten). 

Die Bildung eines membrangebundenen NosZBC-Komplexes ist spekulativ. NosB enthält vermutlich vier 

Transmembrandomänen, während NosC vermutlich durch eine N-terminale hydrophobe Region in der Membran 

verankert ist. Der Proton-zu-Elektron-Quotient (H+/e -) ist 1, gegeben durch grüne Pfeile. Schwarze Pfeile geben 

den Elektronenfluss an, deren Umsatz zur Reduktion von Lachgas führt. Rote Pfeile stellen mögliche Reaktionen 

zur reduktiven Aktivierung von NosZ bzw. Kupfertransferreaktionen dar. Angepasst aus HEIN & SIMON (2019); 

SIMON (2021). 

 

Die Elektronen werden von Menachinol über einen Rieske/ Cytochrom bc Komplex (QcrABC) 

zu NosZ und so auf Lachgas übertragen. NosZ selbst ist auf der Außenseite der 

Cytoplasmamembran lokalisiert und wird in N. vireti, als Klade II N2O-Reduktase, vom Sec-

System transportiert (HEIN & SIMON, 2019). Für NosB wird angenommen, dass es ein 

integrales Membranprotein ist und wird in diesem Modell als Komplex mit NosC und NosZ 

dargestellt ist. Die reduktive Aktivierung des CuZ-Zentrums erfolgt möglicherweise durch 

NosC. Die Übergabe der Elektronen an NosC ist bisher unklar. NosD wird zusätzlich als 

potentielles Kupfertransportprotein dargestellt, welches an der Assemblierung des CuZ-

Zentrums beteiligt sein könnte und wird hier als Teil des putativen ABC-Transporters 

NosDYF abgebildet.  

Lachgas-reduzierende Bakterien, die N2O in Abwesenheit von Sauerstoff zu Stickstoff 

reduzieren, sind phylogenetisch über verschiedene Taxa verteilt und haben eine potentielle 

Rolle als N2O-Senken in der Umwelt zu fungieren (HALLIN et al., 2018). Bisher ist die 

Charakterisierung ihrer physiologischen Eigenschaften jedoch begrenzt. Dies gilt 

insbesondere für ihre Aktivitäten unter mikroaerophilen und aeroben Bedingungen, unter 




























































