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1 Einleitung  

1.1 DNA-Topo log ie in der Zelle 

In allen lebenden Organismen spielt die räumliche Organisation der DNA (Topologie) eine 

essentielle Rolle in zellulären Prozessen wie Zellteilung, Rekombination und Transkription. 

Freie DNA liegt als rechtsgewundene Doppelhelix vor, wobei sich 10,4 bp auf eine helikale 

Windung verteilen. In dieser B-Konfiguration besitzt das Chromosom von Escherichia coli  eine 

Länge von 1,4 mm bei einer Zellgröße von nur 1 µm Durchmesser und 2 µm Länge (49). Damit 

die DNA dennoch in der Zelle Platz findet, ist eine etwa 1000fache Kondensation der DNA 

notwendig. Für diese Komprimierung sind einerseits Wechselwirkungen mit zweiwertigen 

Kationen und Proteinen, andererseits eine spezielle Topologie der beiden komplementären 

DNA-Moleküle, die negative Überspiralisierung, verantwortlich.  

Ein kovalent geschlossenes DNA-Molekül, wie es das Bakterienchromosom darstellt, besitzt 

aufgrund der rechtsgängigen (positiven) Doppelhelix eine feste Anzahl an Verknüpfungen der 

beiden komplementären, ringförmig geschlossenen und umeinander gewundenen DNA-Stränge. 

Für isolierte DNA in der B-Konfiguration entspricht die Anzahl dieser Verknüpfungen (linking 

number, Lk) der Anzahl der helikalen Windungen (twisting number, Tw); die DNA befindet 

sich im energieärmsten, sogenannten relaxierten Zustand. Verringert sich, z. B. infolge einer 

Temperaturerhöhung, die Verdrill ung, d. h. der DNA-Twist, so verteilen sich mehr als 10,4 bp 

auf eine helikale Windung. Der dadurch entstehenden Torsionsspannung wirkt der DNA-Ring 

durch eine Krümmung (writhe) der Helixachse aus der Ebene heraus entgegen. Dies führt zur 

Ausbildung sogenannter negativer Überspiralen (Superhelices) mit einer bestimmten Anzahl an 

Windungen der Superhelix (writhing number, Wr; Abb. 1-1). Erhöht sich hingegen der DNA-

Twist, bildet sich entsprechend eine positive Überspiralisierung aus.  

 

 
Abbildung 1-1: Überspiralisierung eines DNA-Moleküls, relaxierte zirkuläre DNA (Wr = 0), 
(+) überspiralisierte (Wr = +2) und (–) überspiralisierte DNA (Wr = –2) 
 

 

(+) überspiralisierte 
DNA

(–) überspiralisierte 
DNA

relaxierte DNA (+) überspiralisierte 
DNA

(–) überspiralisierte 
DNA

relaxierte DNA
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Die Topologie der DNA wird demnach durch die Anzahl an Superhelices (writhing number, 

Wr) und Verdrill ungen (twisting number, Tw) bestimmt, die sich zusammen durch die 

Verknüpfungszahl (linking number, Lk) gemäß Lk = Tw + Wr (350) beschreiben lassen. 

Obgleich sowohl eine negative als auch eine positive Überspiralisierung zu einer Kondensation 

der DNA führt, weisen alle bislang untersuchten, mesophilen Organismen eine negativ 

überspiralisierte DNA auf (53, 116, 356). Neben der räumlichen Komprimierung der DNA hat 

die negative Überspiralisierung eine weitere biologische Funktion als Form der 

Energiebereitstellung für alle Vorgänge der temporären Strangtrennung, wie Replikation, 

Rekombination und Transkription.  

Die Aufrechterhaltung eines globalen negativen Überspiralisierungsgrads innerhalb enger 

Grenzen ist für Zellen sogar essentiell und daher mehrfach reguliert (79, 341). So ist für die 

Rekombination (233), die Initiation der Replikation (108, 217) und für die Initiation der 

Transkription einer Vielzahl von Genen (9, 61, 273) ein bestimmter globaler negativer 

Überspiralisierungsgrad erforderlich. Dieser gewährleistet zudem in Verbindung mit DNA-

Bindeproteinen eine so hohe Kondensation der DNA, dass bei einer Zellteilung das bakterielle 

Chromosom nicht durch die Septumbildung guill otiniert wird (152, 246, 289). Alle Prozesse der 

DNA-Strangtrennung führen aufgrund der helikalen Struktur der DNA unter Beibehaltung der 

Verknüpfungszahl kompensatorisch zu lokalen Veränderungen von DNA-Twist und DNA-

Überspiralisierung. So verursacht die durch Helicase katalysierte Trennung der beiden 

komplementären DNA-Stränge vor dem Replikationskomplex einen erhöhten Twist in der noch 

nicht getrennten DNA. Hierdurch akkumulieren zunächst positive Superhelices, die entfernt 

werden müssen, um ein weiteres Fortschreiten des Replikationskomplexes zu ermöglichen (82, 

343). Bei der Transkription führt die Aktivität der RNA-Polymerase ebenfalls zu einer lokalen 

Entwindung der beiden DNA-Stränge, wodurch sich unterschiedlich superspiralisierte Domänen 

ausbilden: Vor der RNA-Polymerase entstehen positive Überspiralen [(+) Superhelices], 

dahinter negative [(-) Superhelices] (109, 208). Diese lokalen Superhelices müssen ebenfalls 

ausgeglichen werden, um ein Fortschreiten des RNA-Polymerase-Komplexes zu gewährleisten. 

Andererseits besitzen solche durch Transkription induzierte, negative Superhelices 

möglicherweise eine physiologische Funktion, indem sie benachbarte Promotoren aktivieren 

können (95). Zudem beeinflussen physikalische und chemische Umwelteinflüsse, wie 

Veränderungen der Temperatur oder des osmotischen Drucks, den Twist und damit den 

Überspiralisierungsgrad der DNA und erfordern eine entsprechende Kompensation. Die 

Entfernung von Superhelices zur Aufrechterhaltung eines bestimmten negativen DNA-

Überspiralisierungsgrads kann gemäß Lk = Tw + Wr nur durch eine Veränderung der 
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Verknüpfungszahl der DNA erfolgen. Hierzu sind DNA-Strangbrüche erforderlich, die durch 

Topoisomerasen katalysiert werden.  

1.2 Struktur und Funktion von Topo isomerasen 

Topoisomerasen sind für alle Zellen essentiell (179, 190, 293), da nur sie in der Lage sind, die 

dynamischen Veränderungen der DNA-Topologie durch Änderung der Verknüpfungszahl 

auszugleichen. Topoisomerasen werden in zwei Familien unterteilt, abhängig davon, ob sie eine 

Strangpassage durch einen vorübergehenden Bruch in einem Strang (Typ I) oder eine Passage 

eines Doppelstrangs desselben oder eines anderen DNA-Moleküls durch einen vorübergehenden 

Doppelstrangbruch (Typ II) in der DNA katalysieren. Der Reaktionszyklus der Topoisomerasen 

beinhaltet die Bildung kovalenter Intermediate, in denen entweder das 5'- Ende (Typ IA, Typ II) 

oder das 3'-Ende (Typ IB) des geschnittenen DNA-Strangs durch eine Phosphotyrosin-Bindung 

mit dem Enzym verknüpft ist (52). Typ I-Topoisomerasen benötigen mit Ausnahme von 

reverser Gyrase (67) keine externe Energiequelle für ihre Aktivität. Typ II Topoisomerasen 

benötigen hingegen die Hydrolyse von ATP für Konformationsänderungen im Protein und für 

die Strangpassage, nicht jedoch für die DNA-Spaltungsreaktion (16, 205). E. coli  besitzt jeweils 

zwei verschiedene Typ IA (Topoisomerase I und III) und Typ IIA Enzyme (Topoisomerase II 

oder Gyrase und Topoisomerase IV), die in der Zelle unterschiedliche, teilweise auch 

überlappende Aufgaben übernehmen. Drei dieser vier Topoisomerasen sind hauptsächlich an der 

Regulation des Überspiralisierungsgrads und der DNA-Topologie beteili gt ([365], Abb. 1-2): 

Topoisomerase I (Topo I), Gyrase und Topoisomerase IV (Topo IV).  

Topo I ist ein Monomer, das durch topA codiert wird und bevorzugt an einzelsträngige DNA 

Abbildung 1-2: Topologische Formen der 
DNA, modifiziert nach Deibler et al. 2001 (74). 
Eine einzelne Linie repräsentiert die DNA-
Doppelhelix. Die topologischen Formen der 
DNA können nur durch DNA-Strangbrüche 
verändert werden. (A) In E. coli  führt Gyrase 
negative Superhelices (supercoils) in die DNA 
ein, während Topo I und Topo IV negative 
Superhelices relaxieren (229, 365). Topo I 
relaxiert DNA partiell und Topo IV annähernd 
vollständig (365). (B) DNA-Catenane sind zwei 
(oder mehr) miteinander verbundene DNA-
Ringe. Topo IV trennt Catenane, die durch die 
Replikation oder Rekombination in vivo 
entstehen (1, 364, 366). (C) Ein Knoten ist die 
Verwicklung eines einzelnen DNA-Moleküls. 
Topo IV entknotet DNA in vivo (74). 
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bindet (343). Ihre Hauptfunktion besteht in der Relaxierung von lokalen negativen Superhelices, 

die während der Transkription entstehen (220). Auf diese Weise verhindert Topo I die Bildung 

von „R-Loops“, d. h. von RNA-DNA Hybriden mit einem ungepaarten nichtcodierenden Strang 

(219). Gyrase ist als einziges bekanntes Enzym in der Lage negative Superhelices in die DNA 

einzufügen (114) und ist daher zur Erhaltung eines negativen Überspiralisierungsgrads 

essentiell. Unter den Topoisomerasen in E. coli  kommt die umfangreichste Funktion jedoch 

Topo IV zu. Topo IV und Gyrase bestehen als Heterotetramere aus je zwei A- und B-

Untereinheiten. Die A-Untereinheiten (GyrA in Gyrase bzw. ParC in Topo IV) beinhalten das 

aktive Zentrum, das den temporären Strangbruch und die Religation katalysiert, während die B-

Untereinheiten (GyrB bzw. ParE) durch Hydrolyse von ATP die für die Strangpassage und 

Religation notwendigen Konformationsänderungen katalysieren. Topo IV relaxiert positive 

Superhelices etwa 20mal schneller als negative und unterstützt Gyrase bei der Entfernung 

positiver Superhelices, die z. B. vor einer voranschreitenden Replikationsgabel entstehen (46, 

71). Topo IV relaxiert zudem positive „Precatenane“ (Vorstufen von verknüpften 

Chromosomen), die hinter der Replikationsgabel entstehen (267) und katalysiert am Ende der 

Zellteilung die Trennung (Decatenierung) von Tochterchromosomen, die zunächst wie Glieder 

einer Kette (lat. „catena“) verknüpft (cateniert) sind (272, 365). Obgleich Topo IV bevorzugt 

positive Superhelices relaxiert, unterstützt sie Topo I bei der Relaxierung negativer 

Superhelices. Sie relaxiert diese zwar nur mit 6fach geringerer Rate als Topo I, vermag dafür 

aber die DNA nahezu vollständig zu relaxieren (Abb. 1-2, [365]). Topoisomerase III ( Topo III) 

ist wie Topo I ein Monomer, gehört ebenfalls zur Typ IA-Unterfamilie (78) und katalysiert 

möglicherweise die Entknotung einzelsträngiger DNA, die während der Replikation oder der 

RecA-vermittelten DNA-Rekombination entsteht (369) Zellen, denen Topo III fehlt, sind zwar 

lebensfähig, zeichnen sich aber durch eine erhöhte Rate spontaner Deletionen von 

chromosomaler DNA aus (298, 342, 344).  

1.3 Regulation der Topo isomerase-Aktivitäten in E. coli 

Die dynamischen Veränderungen des globalen und lokalen Überspiralisierungsgrads in der Zelle 

erfordern eine aufeinander abgestimmte Aktivität der verschiedenen Topoisomerasen, um einen 

gleichmäßigen Überspiralisierungsgrad aufrecht zu erhalten. Die Aktivitäten von Topo I, Gyrase 

und Topo IV werden hierzu hauptsächlich auf zwei Ebenen reguliert: Enzymaktivität und 

Enzymexpression. Die Aktivität der einzelnen Enzyme ist vom Überspiralisierungsgrad der 

DNA abhängig (siehe Abb. 1-2A). So ist die Prozessivität von Topo I auf negativ 

überspiralisierte DNA beschränkt und nimmt mit steigendem Überspiralisierungsgrad zu (220, 
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312). Als molekulare Ursache werden dabei Unterschiede in der Affinität des Enzyms zum 

jeweili gen Topoisomer vermutet (317). Gyrase und Topo IV zeigen ihre höchste katalytische 

Aktivität hingegen an positiv überspiralisierter DNA, während sie nur geringe oder keine 

Aktivität an negativ überspiralisierter DNA besitzen (264, 316). Diese reziproke Regulation der 

Enzymaktivitäten von Gyrase und Topo IV einerseits und Topo I andererseits findet sich auch 

auf Ebene der Transkription. Eine Relaxierung der DNA verursacht eine erhöhte Transkription 

der Gyrasegene gyrA und gyrB (229), während eine zunehmende negative Überspiralisierung zu 

einer erhöhten Transkription des für Topo I codierenden topA-Gens führt (327). Die Regulation 

des negativen Überspiralisierungsgrads durch diese Veränderungen in Enzymaktivität und 

Transkription wurde von Menzel und Gellert als homöostatische Kontrolle bezeichnet (229). 

Diese homöostatische Kontrolle gewährleistet eine rasche Regulation bzw. Anpassung des 

DNA-Überspiralisierungsgrads an veränderte Umweltbedingungen und hält diesen innerhalb 

enger Grenzen. Neuere Untersuchungen zeigen, dass diese homöostatische Kontrolle zu etwa 

72 % auf Ebene der Enzymaktivität und zu 28 % auf Ebene der Genexpression stattfindet (312). 

Die überspiralisierende Aktivität von Gyrase, die unter ATP-Hydrolyse abläuft, wird nicht nur 

durch den Überspiralisierungsgrad der DNA, sondern auch durch das ATP/ADP Verhältnis in 

der Zelle beeinflusst. Ein verringertes ATP/ADP Verhältnis, z. B. unter Nährstoffmangel, führt 

zu einer geringeren Aktivität von Gyrase und daher zu einer globalen Relaxierung der DNA. Ein 

erhöhtes ATP/ADP Verhältnis z. B. nach einem Salz- oder Hitzeschock verursacht eine stärkere 

Überspiralisierung (50, 159). 

Die Regulation von Topo IV auf der Ebene der Genexpression ist bislang in E. coli  nicht 

untersucht. Die Funktion dieses Enzyms für die Relaxierung positiver aber auch negativer 

Superhelices sowie für die Zellteilung (s. o.) lässt es möglich erscheinen, dass der 

Überspiralisierungsgrad oder die Phase des Zellzyklus die transkriptionale Regulation 

beeinflusst.  

In dem Bakterium Caulobacter crescentus konnte eine vom Zellzyklus abhängige Transkription 

der Topo IV-Gene gezeigt werden (347). Neueste Untersuchungen der Arbeitsgruppe von 

Kenneth Marians zur Interaktion von Topo IV mit der Replikationsmaschinerie in E. coli  zeigen, 

dass die solitäre Untereinheit ParC über die meiste Zeit des Zellzyklus an die 

Replikationsmaschinerie gebunden ist, während ParE in DNA-freien Regionen des Zytoplasmas 

anzutreffen ist. Die Aktivität von Topo IV manifestiert sich daher erst, nachdem die beiden 

Untereinheiten ParC und ParE fusioniert haben, also zu einem Zeitpunkt, an dem die 

Replikation fast abgeschlossen ist (93). Es wurde ferner eine physische Interaktion zwischen 

Topo IV und der C-terminalen Domäne von FtsK (filamenting temperature sensitive) 
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nachgewiesen (93), einem Protein, das an der Septenbildung beteili gt ist (346). Eine 

entsprechende Lokalisierung von ParC und Topo IV an den Septen bzw. Zellpolen und von ParE 

im gesamten Zytoplasma wurde auch in Bacill us subtili s nachgewiesen (161). Die kürzlich 

festgestellte Interaktion von Topo IV mit SeqA (176) bestätigt die Bindung von Topo IV an die 

Replikationsmaschinerie. SeqA bindet an die neu replizierte, hemimethylierte oriC-Sequenz und 

verhindert eine erneute Initiation der Replikation während des ersten Drittels des Zellzyklus (36, 

306). Da die hemimethylierten Tochterstränge durch SeqA gebunden werden (40) und Topo IV 

in Zellen, denen SeqA fehlt, möglicherweise vor der Replikationsgabel lokalisiert ist (182), 

postulierten Kang und Mitarbeiter, dass SeqA zur Lokalisierung von Topo IV hinter der 

Replikationsgabel beiträgt und somit die Relaxierung von „Precatenanen“ und die 

Decatenierung der Tochterchromosomen stimuliert (176).  

Gyrase und Topo I unterliegen einer weiteren Regulation auf Transkriptionsebene, die in 

Abhängigkeit von Temperaturveränderungen eine erhöhte Transkription ermöglicht. Während 

die Transkription von gyrA und gyrB durch bestimmte Kälteschock-Proteine etwa 2 h nach 

einem raschen Temperaturabfall stimuliert wird (173) besitzt topA einen σ32-Promotor, der 

durch einen Hitzeschock aktiviert wird (198, 274). Diese Regulation ermöglicht die Relaxierung 

von übermäßig negativ überspiralisierter DNA nach einem Hitzeschock bzw. die Kompensation 

der DNA-Relaxierung nach einem Kälteschock (siehe 1.1). Die Transkription von gyrA wird 

zusätzlich durch das cAMP Rezeptorprotein (CRP), einem globalen Transkriptionsfaktor, 

positiv stimuliert, wenn hohe cAMP-Konzentrationen (z. B. bei Glucosemangel) vorhanden sind 

(118). 

Mutationen in den Topoisomerasegenen, die zu einer Beeinträchtigung oder gar zum Verlust der 

Enzymaktivität führen, sind meist mit einem veränderten Überspiralisierungsgrad, 

verlangsamtem Wachstum oder einem Verlust der Zellteilungsfähigkeit (Par-Phänotyp) 

verbunden (15). Für Topo IV wurde gezeigt, dass zudem eine ungestörte Interaktion der beiden 

A- und B-Untereinheiten essentiell für die Enzymfunktion ist. So konnte für die Mutationen 

parEG110S, parES123L und parET201A eine Beeinträchtigung der Religation mit der Folge einer 

überhöhten Rate von DNA-Strangbrüchen nachgewiesen werden, während die Mutationen 

parEE418K, parEG419D und parEG442D die Ausbildung des kovalenten Intermediats zwischen 

Enzym und DNA verhinderten (235, 249). Beide Mutationstypen verursachten einen Par-

Phänotyp. Aufgrund der partiell überlappenden und entgegengesetzten zellulären Funktionen 

der Topoisomerasen können Aktivitätsverluste einer Topoisomerase teilweise durch 

Veränderungen der Aktivität einer anderen Topoisomerase kompensiert werden. Wird topA in 

einem E. coli -Stamm deletiert, so verliert dieser die relaxierende Aktivität von Topo I und ist 
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nur lebensfähig, wenn die Aktivität des Gegenspielers Gyrase durch Mutationen, z. B. in gyrB, 

eingeschränkt wird (134), oder eine Genduplikation von parC und parE zu einer höheren 

Aktivität von Topo IV führt (178, 276). Eine verstärkte Expression von Topo III kann ebenfalls 

einen Funktionsverlust von Topo I kompensieren (43). 

1.4 Natürliche Inhibitoren von Topo isomerasen  

Aufgrund ihrer essentiellen Funktion in der bakteriellen Zelle sind Topoisomerasen geeignete 

Zielstrukturen für die antibakterielle Therapie, und sowohl die Natur als auch die 

pharmazeutische Industrie haben sich dies zunutze gemacht. Inhibitoren können die Funktion 

der Topoisomerasen derart einschränken, dass dies zu Wachstumsdefiziten oder gar einer letalen 

Zellschädigung führt. Entsprechend ihrem Wirkungsmechanismus werden zwei Arten von 

Topoisomerase-Inhibitoren unterschieden: katalytische Inhibitoren und irreversible Inhibitoren, 

die auch als „topoisomerase poisons“ bezeichnet werden (107), da sie ein Intermediat im 

Reaktionszyklus dauerhaft stabili sieren und dadurch eine langanhaltende Fixierung der 

Topoisomerasen an die DNA verursachen (siehe 1.6). 

Inhibitoren der bakteriellen Topo I- und Topo III- Enzyme sind weitgehend unbekannt. Erst 

kürzlich wurden in einem umfangreichen Screening wenige Substanzen entdeckt, die durch 

Hemmung von Topo I eine bakterizide Wirkung vermitteln (97). Demgegenüber sind zahlreiche 

natürliche und synthetische Verbindungen bekannt, die Gyrase und teilweise auch Topo IV 

hemmen und dadurch eine antibakterielle Aktivität ausüben. Natürlicherweise werden solche 

Inhibitoren von einigen Pilz- und Bakterienarten, wahrscheinlich als Schutz vor 

Nahrungskonkurrenten, und von den meisten Pflanzenarten, möglicherweise als Schutz vor 

Infektionen, produziert. Die von Streptomyces sp. produzierten Aminocumarine (Novobiocin, 

Clorobiocin und Coumermycin A1) und Cyclothialidine sind katalytische Inhibitoren. Sie binden 

unterschiedlich an die B-Untereinheiten von Gyrase und im Falle der Cumarine auch von 

Topo IV und verhindern jeweils die Bindung von ATP (240, 241, 258, 263), das für die 

superspiralisierende Aktivität von Gyrase bzw. decatenierende Aktivität von Topo IV 

erforderlich ist. In E. coli  hemmen Cumarine primär Gyrase, was zu einer Relaxierung der DNA 

und einem Verlust der Fähigkeit zur Koloniebildung führt (261, 287). Zu den als „topoisomerase 

poisons“ (s. o.) bezeichneten Inhibitoren von Gyrase zählt das von verschiedenen Pilzarten wie 

Fusidium viridae oder Oidiodendron- und Kitasatosporia-Arten produzierte Terpenoid-

Antibiotikum Clerocidin (226) sowie das von Nocardia sp. produzierte Glycocinnamoyl-

spermidin Cinodin (260). Einige der in vielen Pflanzenarten enthaltenen Flavone, wie z. B. 

Rutin (Abb. 1-3), wirken ebenfalls als „topoisomerase poisons“ von Gyrase und Topo IV (26, 
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148) und könnten somit als Schutz vor Infektionen dienen. Darüber hinaus werden von E. coli  

und anderen Bakterienarten zahlreiche plasmid- oder chromosomal-codierte Polypeptide 

synthetisiert, die als „topoisomerase poisons“ wirken. So produzieren einige E. coli -Stämme, die 

das Plasmid pMccB17 oder ein Derivat davon besitzen, den Inhibitor Microcin B17 (43 

Aminosäuren), der ausgeschleust wird und durch Aufnahme von anderen Stämmen dort die 

Gyrase irreversibel hemmt (140, 335). Das vom F-Plasmid codierte CcdB (control of cell death) 

(27, 28, 168) und möglicherweise das von RK2- und RP4-Plasmiden codierte ParE-Toxin (172) 

sind jeweils Teil eines plasmidcodierten Toxin-Antitoxin-Systems, das der Stabili sierung der 

Plasmide in der Zelle dient. Die meist instabileren Antitoxine (z. B. CcdA bzw. ParD) müssen in 

ausreichender Menge exprimiert werden, um die stabileren Toxine (CcdB bzw. ParE) durch 

Komplexbildung abzufangen. Unterbleibt bei der Zellteilung die Weitergabe des Plasmids an 

die Tochterzelle, so fehlt eine ausreichende Menge Antitoxin, und das vorhandene Toxin führt 

durch Hemmung von Gyrase zum Zelltod oder zur Hemmung der Zellteilungsfähigkeit (168, 

171).  

Weitere Inhibitoren der zelleigenen Gyrase werden von Bakterien produziert, um diese 

möglicherweise vor zytotoxischen Inhibitoren zu schützen oder die Enzymaktivität zusätzlich zu 

regulieren. Einen solchen Inhibitor stellt womöglich MurI dar. MurI ist eine Glutamat-

Racemase, die nur während der Peptidoglykan-Synthese aktiv ist. Als Aktivator fungiert UDP-

MurNAc-L-Ala (80). Eine Gyrasehemmung durch MurI konnte in vitro gezeigt werden (12). Es 

wird postuliert, dass die Hemmung von Gyrase durch MurI während der frühen Phase der 

Septumbildung das Auftreten einer abnormalen DNA-Replikation und Decatenierung infolge 

einer übermäßigen Gyrase-Aktivität verhindert (12). Ein weiterer chromosomal codierter 

Inhibitor der A-Untereinheit von Gyrase in E. coli  ist SbmC. Dieses Protein vermittelt einerseits 

einen Schutz gegenüber Microcin B17, CcdB und Chinolonen (55), andererseits auch eine 

Resistenz gegenüber den DNA-schädigenden Substanzen Mitomycin C und N-methyl-N-nitro-

N-nitrosoguanidin (MNNG) (56, 349). Chatterji und Mitarbeiter postulieren daher eine 

zusätzliche indirekte Funktion von SbmC, indem durch die Hemmung von Gyrase die 

Replikationsmaschinerie derart verlangsamt wird, dass der Zelle mehr Zeit für eine Reparatur 

von DNA-Schäden verbleibt (56). Die Expression des sbmC-Gens wird in der stationären 

Wachstumsphase einer Batchkultur und bei Induktion des SOS-Regulons (siehe 1.6) erhöht (20, 

242, 253). Drei weitere Proteine (McbG, MfpA und Qnr) aus der „Pentapeptid-repeat“-Familie 

vermitteln jeweils einen Schutz von Gyrase gegenüber zytotoxischen Inhibitoren. McbG gehört 

zu den Proteinen, die zusammen mit Microcin B17 (s. o.) produziert werden. Es vermittelt eine 

geringe Resistenz gegenüber einigen Inhibitoren von Gyrase (z. B. dem Fluorchinolon 
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Sparfloxacin) und schützt in Stämmen, die Microcin B17 produzieren, wahrscheinlich deren 

eigene Gyrase (112). Das Gen mfpA (mycobacterial fluoroquinolone-resistance pentapeptide) 

wurde im Chromosom von Mycobacterium smegmatis gefunden, codiert für ein Protein von 192 

Aminosäuren und weist eine hohe Homologie zu McbG (188 Aminosäuren) auf (234). 

Sequenzvergleiche zeigten, dass mfpA-homologe Gene auch in anderen Bakterien wie 

Treponema palli dum, Legionella pneumophila, Rickettsia prowazekii , Bacill us megaterium, und 

Synechocystis sp. existieren (234). Qnr ist ein Protein, dass in einem Klebsiella pneumoniae-

Stamm vom Plasmid pMG252 codiert wird und eine 4-8fache Resistenz gegenüber einigen 

Chinolonen und Fluorchinolonen vermittelt (326). In vitro-Untersuchungen zeigten, dass Qnr 

nur Gyrase, nicht aber Topo IV vor einigen Fluorchinolonen schützt (326). 

Ein weiterer Schutzmechanismus vor zytotoxischen Topoisomeraseinhibitoren besteht in der 

Produktion einer zusätzlichen unempfindlichen Form von Topoisomerase. So schützen 

Streptomyces sp., die Aminocumarine produzieren, ihre eigene Gyrase, indem sie eine 

zusätzliche resistente GyrB-Untereinheit produzieren (115, 294, 324). 

1.5 Therapeutische Inhibitoren von Topo isomerasen 

Erst die Identifizierung von Gyrase als Zielstruktur für die synthetischen Chinolone im Jahr 

1977 (113, 320) erlaubte es, die Rolle von Topoisomerasen als wichtige therapeutische 

Zielstrukturen zu erkennen (58, 222). Chinolone und die an Position C-6 fluorierten 

Fluorchinolone (z. B. Ciprofloxacin, Abb. 1-3) haben als potente Inhibitoren von Gyrase und 

Topo IV eine große Bedeutung in der Therapie von bakteriellen Infektionskrankheiten erlangt. 

Zudem werden in der Tumortherapie zahlreiche natürliche und synthetische Inhibitoren 

eukaryontischer Topoisomerasen eingesetzt, die anderen Wirkstoffklassen, wie den Acridinen, 

Anthracyclinen, Elli pticinen, Camptothecinen und Epipodophyllotoxinen (z. B. Etoposid, Abb. 

1-3) zugeordnet werden.  

Die meisten Chinolone zeigen nur eine geringe Wirkung auf eukaryontische Typ II 

Topoisomerasen (Topo II-Enzyme). Für eine Hemmung sind bis zu 1000fach höhere 

Konzentrationen notwendig. Es gibt jedoch auch Chinolonderivate wie CP-115,953 (Abb. 1-3), 

die in vitro eukaryontische Topo II-Enzyme effizient hemmen (4). Andererseits können 

Inhibitoren von Topo II-Enzymen – zumindest in vitro – auch eine Hemmung von Gyrase und 

Topo IV vermitteln (5, 203). Ursächlich hierfür ist vermutlich die hohe strukturelle und 

funktionelle Homologie von eukaryontischen Typ II Topoisomerasen zu bakterieller Gyrase 

bzw. Topo IV. Da Topo II-Enzyme keine negativen Superhelices in die DNA einführen können, 

weisen sie funktionell eine höhere Homologie zu Topo IV auf. Bezüglich der Interaktion 
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zwischen Inhibitoren und Enzym scheint jedoch eine höhere Homologie zu Gyrase zu bestehen 

(4, 127). 

 

Abbildung 1-3: Chemische Struktur einiger irreversibler Inhibitoren von Typ II Topoisomerasen  

Da bakterielle Typ II Topoisomerasen je nach Bakterienspezies strukturelle Unterschiede 

aufweisen, ist auch die Affinität von Chinolonen und anderen Inhibitoren zu diesen Enzymen 

unterschiedlich. In gramnegativen Spezies der Gattung Enterobacteriaceae, wie z. B. E. coli , 

besitzen die bisher bekannten Chinolone eine höhere Affinität zu Gyrase als zu Topo IV (135, 

184, 290). Demgegenüber ist Gyrase in grampositiven Spezies wie S. aureus gegenüber den 

meisten dieser Inhibitoren unempfindlicher als Topo IV, so dass diese die primäre, d. h. 

empfindlichere Zielstruktur darstellt (101, 153). Die Affinität wird jedoch auch durch die 
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Inhibitorstruktur bestimmt. Ältere Chinolone weisen deutliche Unterschiede in ihrer relativen 

Affinität zu Gyrase bzw. Topo IV auf, während neuere Chinolone annähernd gleiche Affinitäten 

für beide Zielstrukturen zeigen (153) und daher als Dual-Taget-Inhibitoren bezeichnet werden. 

Die Bindungsaffinitäten (gemessen als Kompetition mit [3H] Norfloxacin) von Chinolonen und 

Flavonen zur Gyrase von E. coli  nehmen z. B. in der Reihenfolge Moxifloxacin > Levofloxacin 

= Ciprofloxacin > Ofloxacin > Norfloxacin > Flavon-Verbindungen (u. a. Ellaginsäure und 

Quercetin) ab und korrelieren mit der antibakteriellen Potenz der Inhibitoren (148, 290, 362). 

Für das Chinolon Gemifloxacin wurde eine derart hohe Affinität zur Gyrase von S. pneumoniae 

festgestellt, dass Gyrase in diesem grampositiven Keim die primäre Zielstruktur für 

Gemifloxacin bildet (132). 

1.6 Zelluläre Effekte einer Hemmung v on Gyrase und Topo  IV 

Entsprechend ihrem Wirkungsmechanismus werden zwei Arten von Inhibitoren der Typ II 

Topoiosomerasen unterschieden: katalytische Inhibitoren und irreversible Inhibitoren oder 

sogenannte „topoisomerase poisons“.  

Katalytische Inhibitoren wie Cumarine und Cyclothialidine hemmen die Enzymaktivität, indem 

sie die Bindung von ATP durch Besetzung der Bindungsstelle verhindern (siehe 1.4). Die 

katalytische Hemmung von Gyrase oder Topo IV durch Inhibitoren oder durch bestimmte 

Mutationen in gyrB oder parE, verursachen eine Zunahme der Torsionsspannungen der DNA 

vor der Replikationsgabel, so dass diese nicht weiter fortschreiten kann, oder stark verlangsamt 

wird (123, 183).  

Demgegenüber stabili sieren „topoisomerase poisons“ wie Chinolone, Flavone und 

Epipodophyllotoxine einen Zustand im Reaktionszyklus des Enzyms, in dem die DNA 

geschnitten und mit ihrem 5'-Phosphat über einen Tyrosinrest kovalent an das Enzym gebunden 

ist. Die Stabili sierung des Intermediats erfolgt vermutlich dadurch, dass diese Inhibitoren 

zunächst die DNA-Doppelhelix in der Nähe der Schnittstelle deformieren (216) und dadurch die 

Interaktion zwischen DNA und Enzym stören. Hierdurch wird die DNA in Abhängigkeit von 

ihrer Sequenz zu einem bevorzugten Substrat für die Spaltungsreaktion des Enzyms, und die 

Bindung der Inhibitoren verhindert zudem eine Religation der DNA-Enden (4). Dieses als 

„positional poison model“ bekannte Modell der Chinolonwirkung (185) wird durch zahlreiche 

Untersuchungen gestützt (45, 51, 104). Verschiedene Inhibitoren (z. B. verschiedene Chinolone) 

verursachen ein jeweils spezifisches Schnittmuster (5, 203, 259, 319), das mit der zytotoxischen 

Wirkung dieser Inhibitoren korreliert (247). Die gebildeten ternären Komplexe aus Inhibitor, 

Enzym und DNA, die auch als spaltbare Komplexe („cleavable complexes“) bezeichnet werden 
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(207), da nach einer Behandlung mit Protein-denaturierenden Agenzien geschnittene DNA 

freigesetzt wird, stellen eine Barriere für replikative Helicasen (142, 303) und RNA-

Polymerasen (354) dar.  

Die zellulären Auswirkungen einer Hemmung der Typ II Topoisomerasen sind von der 

gehemmten Zielstruktur, dem Inhibitor und von der Zellphysiologie abhängig. Die Hemmung 

von Gyrase durch katalytische Inhibitoren wie Cumarine oder „topoisomerase poisons“ (z. B. 

Chinolone) verursacht in E. coli zunächst eine rasche Reduktion der DNA-Synthese (120, 130, 

183, 305). Die selektive Hemmung von Topo IV durch Chinolone sowohl in E. coli  als auch in 

S. aureus bewirkt jedoch eine nur langsame Reduktion der DNA-Synthese (101, 184). 

Ursächlich für diese langsame Reduktion ist vermutlich die bevorzugte Lokalisierung von 

Topo IV hinter der Replikationsgabel (siehe 1.3), die geringere Anzahl von Topo IV- im 

Vergleich zu Gyrase-spezifischen Schnittstellen im Bakterienchromosom (60, 150) und die 

geringere Bedeutung von Topo IV für die Elongation der Replikation (183). Unabhängig von 

der Zielstruktur korreliert jedoch eine 50%ige Hemmung [IC50] der DNA-Synthese durch 

Chinolone und Cumarine sowohl in grampositiven als auch in gramnegativen Bakterienspezies 

mit der minimalen Hemmkonzentration (MHK), die über 18 h ein sichtbares Wachstum 

verhindert (22, 60, 149).  

Charakteristisch für die Chinolonwirkung nach Hemmung von Gyrase oder Topo IV ist die 

Induktion der SOS-Antwort in wachsenden, teilungsaktiven Kulturen (182). Durch diese 

Induktion von etwa 30 auf transkriptionaler Ebene regulierter Operons (69, 180) wird die 

Zellteilung verhindert und die Produktion von DNA-Reparaturenzymen verstärkt (337). Bei 

uneingeschränktem Wachstum führt der Zellteilungsstopp infolge dieser SOS-Antwort zu einer 

Filamentierung der Zellen. Eines der SOS-Proteine, RecA, fungiert als Sensor für DNA-

Schäden. Durch Bindung an einzelsträngige DNA, wie sie an zerfallenden Replikationsgabeln 

vorliegt, wird die Coproteasefunktion von RecA aktiviert, wodurch es zur Spaltung des 

Repressors LexA kommt. Die sinkende Konzentration von LexA führt zur Derepression der 

SOS-Gene (206). Nach Reparatur der DNA-Schäden sinkt die Konzentration an aktiviertem 

RecA, LexA akkumuliert und reprimiert wieder die SOS-Operons, so dass die Zelle in ihren 

ursprünglichen Status zurückkehrt. Je nach Grad der DNA-Schädigung werden die Gene im 

SOS-Regulon unterschiedlich stark dereprimiert (11, 295). Untersuchungen zur Induktion 

verschiedener SOS-Gene nach Hemmung von Gyrase oder Topo IV durch Chinolone zeigten 

eine Abhängigkeit vom verwendeten Chinolon und dessen Konzentration, jedoch keine 

Korrelation mit dem Verlust der Zellteilungsfähigkeit oder der MHK, zumal eine Induktion 

bereits bei subinhibitorischen Konzentrationen erfolgte (37, 182, 268, 270). Möglicherweise 
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verursacht die Hemmung von Topo IV eine etwas geringere Induktion der SOS-Antwort als die 

Hemmung von Gyrase (182). Obwohl wenige Untersuchungen darauf deuten, dass die SOS-

Antwort an den zytotoxischen Effekten einer Fluorchinolonwirkung beteili gt ist (339), 

überwiegen die Studien, die nach einer Hemmung von Gyrase oder Topo IV eine Verringerung 

dieser Effekte durch SOS-induzierte Reparaturmechanismen zeigen (60, 101, 157, 182). Neben 

den SOS-induzierten Reparaturmechanismen ist die homologe Rekombination maßgeblich an 

der Reparatur von Chinolon-induzierten DNA-Schäden und an der Wiederaufnahme der DNA-

Synthese (Rekombinations-abhängige Replikation) beteili gt (25, 92, 101, 157, 182).  

Die zellulären Effekte, die Cumarine neben einem DNA-Synthesestopp (s. o.) durch die 

Hemmung von Gyrase oder Topo IV verursachen, sind wenig untersucht und werden in der 

Literatur kontrovers diskutiert. Untersuchungen an E. coli  zeigen eine Induktion der SOS-

Antwort auch durch Cumarine (225, 307) oder lassen auf eine solche Induktion schließen (44, 

309). In einer anderen Studie mit Haemophilus influenzae konnte hingegen keine Induktion der 

SOS-Antwort durch Novobiocin nachgewiesen werden (117).  

Darüber hinaus bewirken Cumarine bereits in subinhibitorischen Konzentrationen einen Verlust 

der Fähigkeit zur Koloniebildung in E. coli  (202, 261, 287). Eine zytotoxische Wirkung hoher 

Cumarinkonzentrationen in Form einer Zelll ysis konnte zwar auf Archaebakterien (305) nicht 

jedoch auf E. coli  (309) nachgewiesen werden. Demgegenüber bewirken Chinolone in 

Konzentrationen oberhalb der MHK sowohl in gramnegativen als auch grampositiven Bakterien 

nicht nur einen Verlust der Fähigkeit zur Koloniebildung, sondern auch eine Zelll ysis (72, 91, 

336). Für diese zytotoxische Aktivität von Chinolonen werden DNA-Doppelstrangbrüche 

verantwortlich gemacht (85, 111, 113, 143, 190, 354). Ihre Entstehung, genaue Struktur sowie 

Reparatur sind trotz intensiver Forschung über mehrere Jahrzehnte noch nicht vollständig 

verstanden. Neue Studien von Gari et al. (3) zeigen, dass unter der Voraussetzung eines 

Zellwachstums auch bestimmte Mutationen (gyrA208-Allel) sowie ein Thyminmangel bei 

Thymin bedürftigen (Thy–) Mutanten (3) zu DNA-Schäden, einer Induktion der SOS-Antwort 

und zum Zelltod führen, ohne dabei spaltbare Gyrase-DNA Komplexe zu stabili sieren. Es wird 

daher postuliert, dass jeder Stopp der Replikation bei gleichzeitig uneingeschränktem Wachstum 

zu einem Zerfall des Replikationsgabelkomplexes, der Ausbildung von DNA-Doppelstrang-

brüchen und zum Zelltod führt (111, 354).  

Cumarine verursachen zudem wie Chinolone auch eine temporäre Induktion der Hitzeschock-

Antwort, die jedoch die Lebensfähigkeit nicht beeinflusst und möglicherweise infolge eines 

reduzierten DNA-Überspiralisierungsgrads erfolgt (191, 193).  
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1.7 Resistenz gegenüber Chinolonen 

Die Empfindlichkeit einer Zelle gegenüber Chinolonen wird durch die Anzahl und Art der 

gebildeten ternären Komplexe bestimmt sowie die Wahrscheinlichkeit, dass ein solcher 

Komplex eine replikative Helicase blockiert (siehe 1.6). Die Bildung und Stabili tät des 

Komplexes werden maßgeblich durch die intrazelluläre Konzentration und die Affinität eines 

Chinolons zu Gyrase oder Topo IV beeinflusst. Der Austausch von Aminosäuren innerhalb der 

A-Untereinheiten von Gyrase und Topo IV vermindert die Affinität zu Chinolonen, verändert 

die Sequenzspezifität und damit das DNA-Schnittmuster (319) und führt häufig zu einer 

zellulären Unempfindlichkeit gegenüber diesen Inhibitoren. Betroffen sind meist die 

Aminosäuren 83 und 87 in GyrA bzw. 80 und 84 in ParC (Numerierung nach E. coli ), die in 

Kombination zu einer klinisch bedeutsamen Resistenz führen (24, 89, 98, 135, 184, 197). 

Andererseits können solche Resistenzmutationen in gyrA zu einer Hypersensitivität des Enzyms 

gegenüber anderen Inhibitoren wie Etoposid führen (127). Der Austausch anderer Aminosäuren 

in GyrA, GyrB, ParC und ParE kann ebenfalls die Empfindlichkeit gegenüber Chinolonen 

vermindern (21, 39, 63, 105, 133, 266, 360) und weist auf die Beteili gung der A- und B-

Untereinheit an der Chinolonbindung hin. Ein weiterer klinisch bedeutsamer 

Resistenzmechanismus besteht in der Reduktion der intrazellulären Chinolonkonzentration 

infolge eines erhöhten Effluxes dieser Substanzen durch verschiedene Effluxpumpen (224, 238, 

340, 358). Klinisch hochresistente Stämme von E. coli  weisen meist eine Kombination von 

Resistenzmechanismen auf, wie eine Doppelmutation in gyrA gepaart mit einer Einzelmutation 

in parC und einem erhöhten Efflux (135, 181, 340). Zelleigene Inhibitoren von Gyrase stellen 

zusätzlich einen gewissen Schutz vor der Wirkung von Chinolonen dar, indem sie eine Bindung 

dieser Inhibitoren verhindern (siehe 1.4). Da die Wirkung von „topoisomerase poisons“ auf der 

indirekten Blockierung der replikativen Helicasen und den damit verbundenen Folgeprozessen 

basiert, ist die zytotoxische Wirkung von Chinolonen stark von der Replikations- bzw. 

Teilungsaktivität der Zellen abhängig. So zeichnen sich Kulturen mit längerer Generationszeit 

durch eine verminderte Empfindlichkeit aus (72, 75, 84, 86). Bei fehlendem Zellwachstum, z. B. 

infolge einer Hemmung der RNA- oder Proteinsynthese oder durch Entzug von Nährstoffen, 

verursachen Chinolone zwar einen Stopp der DNA-Synthese, induzieren aber nicht die SOS-

Antwort und lösen keine zytotoxischen Effekte aus (310). Teilungsinaktive Zellen zeigen daher 

über mehrere Stunden keinen Verlust ihrer Lebensfähigkeit (218, 352).  

Eine geringe zelluläre ATP-Konzentration wirkt ebenfalls negativ auf die Bildung von 

zytotoxischen DNA-Doppelstrangbrüchen nach der Hemmung der A-Untereinheit von Gyrase 
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durch Chinolone oder Epipodophyllotoxine und verringert damit die zelluläre Empfindlichkeit 

gegenüber diesen Inhibitoren (203, 314).  

Andere Faktoren, wie die Anzahl von Topoisomerasemolekülen, können die Empfindlichkeit für 

katalytische Inhibitoren oder „topoisomerase poisons“ entgegengesetzt beeinflussen. Eine 

verminderte Anzahl an Zielstrukturen verringert die Wahrscheinlichkeit, dass sich ternäre 

Komplexe mit „topoisomerase poisons“ ausbilden, so dass die Zellen unempfindlicher werden 

(182, 192, 355). Katalytische Inhibitoren schränken hingegen nur die Enzymfunktion ein, so 

dass eine verringerte Anzahl von Topoisomerasen zu einem stärkeren Funktionsverlust führt und 

die Zellen somit sensitiviert werden (76, 166). 

1.8 Kontrolle und Messung der Genexpress ion 

Die Kenntnis der Expressionskontrolle der Strukturgene parC und parE für die A- und B-

Untereinheiten von Topo IV ist nicht nur von besonderer Bedeutung für ein besseres 

Verständnis der zellulären Funktion von Topo IV, sondern auch für das Verständnis der 

Wirksamkeit von Topoisomerase-Inhibitoren, da die Menge des exprimierten Topo IV-Enzyms 

die Empfindlichkeit für Topoisomerease-Inhibitoren beeinflusst (siehe 1.7).  

Eine Kontrolle der bakteriellen Genexpression findet auf mehreren Ebenen statt. Eine 

Möglichkeit für eine erhöhte Expression eines Gens besteht in der Duplikation. E. coli  besitzt 

sieben homologe rRNA-Gene, um den hohen Bedarf an ribosomaler RNA bei hohen 

Wachstumsraten zu decken, und Duplikationen von parC und parE können als 

kompensatorische Mutationen einen Verlust von topA ausgleichen (siehe 1.3). Ein weiterer 

Kontrollmechanismus bildet die Stabili tät der mRNA eines Gens (29, 126) und das Ausmaß der 

Komplementarität der Ribosomenbindungsstelle (RBS) zu entsprechenden Sequenzbereichen 

der 16S rRNA. Beide Faktoren haben entscheidenden Einfluss darauf, wie häufig eine mRNA 

translatiert wird. Eine weitere Form der posttranskriptionalen Regulation ist die Destabili sierung 

von Sekundärstrukturen in mRNAs bei niedrigen Temperaturen durch Kälteschock-Proteine der 

CspA-Familie (248). Die Stabili tät und mögliche posttranslationale Modifikationen des Proteins 

beeinflussen ebenfalls die Menge an aktivem Protein in der Zelle. Da Bakterien auf eine sehr 

effiziente Energienutzung angewiesen sind, wird die Expression der meisten Gene bereits auf 

der Ebene der Transkription umfangreich reguliert. Hierfür spielen vor allem die Promotoren – 

DNA-Sequenzen, welche die Wechselwirkung der RNA-Polymerase mit Bereichen 

stromaufwärts von Strukturgenen stabili sieren – eine besondere Rolle (siehe 1.8.1).  
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Die Expression eines bestimmten Gens kann durch verschiedene Methoden quantifiziert werden, 

die jeweils mit Vor- und Nachteilen behaftet sind. Die Fusion von vermeintlichen 

Promotorsequenzen eines Gens mit einem Reportergen wie luc bietet den Vorteil einer schnellen 

photooptischen Detektion der produzierten Luciferasemenge in Abhängigkeit von 

unterschiedlichen Promotoraktivitäten. Ein weiterer Vorteil dieser Technik ergibt sich aus der 

Möglichkeit eine Messung in vivo durchzuführen. Die Präparation und Analyse von instabiler 

RNA, die möglicherweise mit Verlusten verbunden ist, entfällt. Posttranskriptionale Kontroll-

mechanismen, wie die Stärke der RBS, werden mit diesem System ebenfalls berücksichtigt. 

Dennoch besitzen solche Reportergensysteme zahlreiche Nachteile: Die Herstellung der 

Reportergenfusionen und die Einbringung in die Bakterienzelle ist zeitaufwendig und pro Zelle 

kann meist nur ein Promotor untersucht werden. Die Stabili tät der mRNA als auch die 

Regulation der Transkription können durch Sequenzen des Gens mitbeeinflusst werden (100) 

und daher bei transkriptionalen Fusionen, die nur aus Promotor und Reportergen bestehen, 

verfälscht sein. Ein weiterer wesentlicher Nachteil solcher Reportergensysteme besteht darin, 

dass die Transkription entweder auf einem Plasmid oder im Chromosom an einem 

nichtursprünglichen Genlocus stattfindet. Da die umgebenden Sequenzen und die Transkription 

benachbarter Gene einen Einfluss auf den lokalen Überspiralisierungsgrad ausüben (siehe 1.1), 

können Analysen der Genexpression, die nicht an ihrem natürlichen Genlocus im Chromosom 

stattfinden, zu artifiziellen Ergebnissen führen (59, 144, 245, 282). Plasmidcodierte 

Reportergensysteme sind hiervon besonders betroffen und besitzen den zusätzlichen Nachteil, 

dass Transkriptionsfaktoren bei einer hohen Kopienzahl möglicherweise nicht in ausreichender 

Menge zur Verfügung stehen. Die Kopienzahl und die Stabili tät des Plasmids können sich unter 

verschiedenen Wachstumsbedingungen zudem verändern (30, 283). Andere Methoden, mit 

denen die Expression eines oder auch mehrerer Gene zeitgleich untersucht wird, basieren auf 

der Präparation von nichtdegradierter Gesamt-RNA. Die darin enthaltene Menge an spezifischer 

mRNA kann entweder direkt durch Hybridisierung mit einer markierten Sonde (Dot-blot-

Analyse) oder entsprechend nach dem Umschreiben in stabilere cDNA nachgewiesen werden 

(z. B. cDNA Arrays). Der wesentliche Vorteil beider Methoden besteht darin, dass die 

Expression mehrerer Gene gleichzeitig quantifiziert werden kann. Allerdings werden relativ 

große Mengen an RNA benötigt und Transkripte von schwach exprimierten Genen sind nur 

schwer zu detektieren (283). Schwierigkeiten können sich zudem aus der unterschiedlichen 

Effizienz bei der Hybridisierung der Sonden ergeben, so dass es zu artifiziellen 

Expressionsmustern kommen kann. Eine weitere Methode zur Quantifizierung von mRNAs 

bietet die quantifizierende real-time RT-PCR. Für diese Methode wird ebenfalls RNA präpariert 
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und in stabilere cDNA mittels reverser Transkriptase umgeschrieben. In einem zweiten Schritt 

wird die cDNA jedoch in einer PCR-Reaktion mit spezifischen Primern amplifiziert. Der 

Reaktionscharakter einer PCR beinhaltet eine Phase, in der eine einheitliche exponentielle 

Amplifikation stattfindet. Diese Phase dient der Quantifizierung der entstandenen Amplikons 

über die Zunahme von Fluoreszenz, die durch interkalierende Farbstoffe (SYBR® Green) oder 

nach der Spaltung von FRET- (Fluoreszenz Resonanz Energie Transfer) Sonden, sogenannte 

„molecular beacons“, ausgestrahlt wird. Solche FRET-Sonden beinhalten einen Fluoreszenz-

farbstoff, der nach Anregung seine Energie nicht als Fluoreszenz abgeben kann, sondern auf 

einen benachbarten sogenannten „Quencher“ überträgt. Erst nach Spaltung der Sonde oder 

Vergrößerung des Abstandes zwischen Fluoreszenzfarbstoff und „Quencher“ wird Fluoreszenz 

emittiert. Auf diese Weise lassen sich auch geringe cDNA-Mengen quantitativ nachweisen. Ein 

Nachteil dieser Methode besteht in einem hohen Optimierungsbedarf für die RT- bzw. PCR-

Reaktion (48). Schwankungen in der Effizienz der RT-Reaktion lassen sich zudem nur schwer 

ermitteln. Die hierfür häufig verwendeten Kontrollgene (sogenannte housekeeping genes), 

werden in Bakterien nur unter bestimmten physiologischen Bedingungen gleichmäßig 

transkribiert und sind daher nicht für alle Untersuchungen geeignet. Die Effizienz der RT-

Reaktion ist zudem häufig sequenzabhängig, so dass sich genspezifische Unterschiede ergeben 

können. Im Gegensatz zu cDNA-Arrays, die eine zeitgleiche Quantifizierung mehrerer Tausend 

cDNAs ermöglichen, können mittels real-time RT-PCR – bedingt durch die geringere Kapazität 

des PCR-Geräts –nur etwa 100 cDNAs zeitgleich quantifiziert werden. 

1.8.1 Regulation der Transkription 

Für eine effiziente Transkription muss die RNA-Polymerase zunächst an eine als Promotor 

bezeichnete DNA-Sequenz binden (s. o.). Dieser Schritt der Initiation der Transkription 

unterliegt in Bakterien der stärksten Kontrolle. Wie in 1.1 geschildert, erfolgt für eine Vielzahl 

von Genen eine effiziente Initiation der Transkription nur bei einem bestimmten DNA-

Überspiralisierungsgrad. Einige DNA-Bindeproteine wie CRP, IHF (integration host factor), 

FIS (factor for inversion stimulation), HU (heat-unstable nucleoid protein) oder H-NS 

verursachen durch ihre Bindung eine Biegung der DNA-Helixachse und beeinflussen damit 

ebenfalls die DNA-Topologie und somit auch die Effizienz der Initiation (265). Weiteren 

Einfluss haben die Promotorsequenz sowie zusätzliche Transkriptionsfaktoren, welche die 

Initiation fördern oder beeinträchtigen können. Das RNA-Polymerase core enzyme besteht aus 4 

Untereinheiten (α2ββ') und ist mit einem σ-Faktor assoziiert. Dieser σ-Faktor, der einer von 

zwei Familien (σ70 und σ54) angehören kann, verändert die Sequenzspezifität der DNA-Bindung 
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des Holoenzyms (210). Durch den Austausch von homologen σ-Faktoren, kann die 

Bakterienzelle das Muster der exprimierten Gene in Anpassung an veränderte Umwelt-

bedingungen modulieren. In E. coli  fungiert σ70 als „houskeeping“ σ-Faktor: Das σ70-

Holoenzym ist verantwortlich für die Transkription von Genen die essentiell sind für die 

Biosynthese von Aminosäuren, Nukleotiden, Enzym-Cofaktoren, Zellwand- und Membran-

komponenten sowie von Enzymen, die im Kohlenhydratstoffwechsel benötigt werden (124, 

139). Dieser σ-Faktor wird von rpoD codiert und vermittelt die Bindung von RNA-Polymerase 

an die als -10- und -35-Region bezeichneten DNA-Sequenzen (Abb. 1-4).  

Abbildung 1-4: Promotorbereich des lac-Operons in E. coli . durch Bindung des lac-Repressors an die 
Operatorregion wird die Bindung der RNA-Polymerase verhindert. Klammern geben die jeweili gen 
Binderegionen wieder. Der Abstand zwischen der –10 und –35-Region beträgt im lac-Promotor 18 bp. 

Diese Regionen weisen konservierte Sequenzmotive auf und sind entlang der Helixachse in 

einem bestimmten Winkel zueinander angeordnet (250). Veränderungen des DNA-Twists 

führen zu einer anderen Orientierung der beiden Binderegionen und können somit die Initiation 

der Transkription positiv oder negativ beeinflussen (250, 315, 345). Die Orientierung dieser 

beiden Binderegionen wird vor allem durch ihren Abstand bestimmt, so dass Promotoren mit 

unterschiedlichen Abständen zwischen diesen Regionen eine differentielle Transkription in 

Abhängigkeit vom DNA-Twist bzw. Überspiralisierungsgrad ermöglichen (345). Ein 

Musterbeispiel für eine stärkere Genexpression infolge eines zunehmenden DNA-Twists bzw. 

einer DNA-Relaxierung stellt der Promotor von recA dar, dem Gen für Rekombinase A, die eine 

wichtige Rolle in der Rekombination, Rekombinationsreparatur und Initiation der SOS-Antwort 

spielt (siehe 1.6). Dieser Promotor wird durch eine mit σ70 assoziierte RNA-Polymerase erkannt 

und ist durch einen Abstand von 16 bp zwischen der –10- und –35-Region gekennzeichnet. Ein 

höherer DNA-Twist, der sich infolge eines verringerten negativen Überspiralisierungsgrads 

(Relaxierung) oder durch eine Temperaturverringerung ergibt, führt zu einer erhöhten 

Transkription (345). Demgegenüber weisen die meisten Gene in E. coli  einen Abstand von 

mRNA
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17 bp zwischen der -10- und -35-Region auf und werden unter normalem negativen 

Überspiralisierungsgrad optimal und nach einer DNA-Relaxierung nur vermindert exprimiert (9, 

61, 273).  

1.9 Zielsetzung 

Die molekulare Wirkungsweise von Chinolonen auf bakterielle Typ II-Topoisomerasen ist 

weitgehend aufgeklärt. Die zellulären Auswirkungen einer Hemmung von Topoisomerase IV, 

die in gramnegativen Bakterien als sekundäre Zielstruktur für Chinolone nach Gyrase fungiert, 

sind hingegen wenig untersucht. 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es daher, durch eine gezielte Hemmung von Topo IV, weitere 

Erkenntnisse über die Wirkungsweise verschiedener Inhibitoren zu erhalten. In diesem 

Zusammenhang sollten die zellulären Effekte untersucht werden, die verschiedene 

Fluorchinolone sowie Inhibitoren aus den Klassen der Epipodophyllotoxine, Flavone und 

Cumarine nach einer Hemmung der Typ-II-Topoisomerasen auslösen. Hierfür standen E. coli -

Mutanten zur Verfügung, an denen eine gezielte Hemmung von Gyrase oder Topo IV erreicht 

werden konnte. 

Die Wirksamkeit von Topoisomerase-Inhibitoren ist nicht nur von ihrer Affinität zu den beiden 

Zielstrukturen abhängig, sondern auch von der Konzentration der Zielstrukturen und deren 

Funktion in der Zelle. Die Untersuchung der Genexpression der Strukturgene parC und parE für 

die A- und B-Untereinheiten von Topo IV auf Ebene der Transkription mittels quantitativer real-

time RT-PCR sowie die Bestimmung der Transkriptionsstartpunkte sollte weitere Erkenntnisse 

über die Funktion dieses Enzyms in E. coli  und dessen Bedeutung für die Wirksamkeit von 

Inhibitoren liefern.
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2 Material und Method en 

2.1 Material 

2.1.1 Bakterienstämme 

Die folgende Tabelle listet alle in dieser Arbeit verwendeten E. coli -Isolate auf. Zusätzlich 

angegeben sind die genetischen Marker sowie die Herkunft bzw. Referenz der Stämme. 

Tabelle 2-1: E. coli -Stämme 

Stamm Genetischer Marker Referenz / Herkunft 
RFM443 K-12, rpsL200 (StrR), galK2, lac ∆74 (lac-) Menzel 1989  
RFM443-242.1 RFM443, gyrAS83W Diese Arbeit 
DE112 RFM443, tolC::miniTn10 (TetR, McConkey–) Van Dyk et al. 1994  
JM109 K-12, recA1, hsdR17, supE44, endA1, 

gyrA96, ∆(lac-proAB), relA1, thiA, F´ 
(traD36 proAB- lacIq lacZ∆M15) 

Yanisch-Perron et al. 1985  

4917 gyrAS83W, parCG78D Heisig & Wiedemann, 1991  
I-6-19 (WT) Wildtyp Heisig & Tschorny, 1994  
M I WT, gyrAS83L Heisig & Tschorny, 1994  
WT-3-1 WT, gyrAS83L,D78G Bagel, 1998  
WT-4 WT, parCS80I Bagel et al., 1999  
M III  WT, gyrAS83L,D78G, parCS80I Heisig & Tschorny, 1994  
M III- 300 WT, gyrAS83L,D78G, parCS80I Schulte, 2001  

2.1.2 Oligonukleotide 

Die in dieser Arbeit eingesetzten Desoxyoligonukleotide, die als Amplifikationsprimer oder zur 

cDNA-Synthese dienten, sind in Tabelle 2-2 und Tabelle 2-3 aufgelistet und wurden 

überwiegend von der SIGMA-ARK GmbH, Darmstadt synthetisiert.  

Tabelle 2-2: Oligonukleotide für real-time PCRs 

Bezeichnung bp Sequenz 5'→ 3' Herkunft 
agaY-345F 22 CCTGCGTCTGTTGCAGACAATA Diese Arbeit 
agaY-395R 20 TCCACGCTGCAATCTTGTGA Diese Arbeit 
recA-908F 21 AGCGCGATATCCAGTGAAA GC Diese Arbeit 
recA-959R 21 CCATGGATGTGGAAA CCATCTC Diese Arbeit 
srmB-312F 20 TCTGGATATCGCCACCATCA Diese Arbeit 
srmB-501R 21 GAAGCCCATATCCAGCATACG Diese Arbeit 
gyrA-1327F 24 GTGCGTGATGGTCTGTACTACCTG Diese Arbeit 
gyrA-1377R 20 CAGAATCGCCTGAGCTTGCT Diese Arbeit 
parC-1941F 19 TCAGGCAGGCCGTATGTTG Diese Arbeit 
parC-1991R 19 GACAGCTGCGGCAGATCAC Diese Arbeit 
parE-1569F 20 GCCACCGCTCTACCGTATTG Diese Arbeit 
parE-1621R 20 CCGTCAGCGCGTAATAAA CC Diese Arbeit 
rrsA-796F 20 CCTGGTAGTCCACGCCGTAA Diese Arbeit 
rrsA-846R 20 CTCAAGGGCACAACCTCCAA Diese Arbeit 
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Tabelle 2-3: Oligonukleotide für Sequenzierungen, K lonierung und zur Bestimmung von 
mRNA-Startpunkten 

Bezeichnung bp Sequenz 5'→ 3' Herkunft 
parE-829R-6-FAM 22 [6-FAM]AAGCCCGGTGAGTACCTCAATG Diese Arbeit 
parE-PE9 24 TGACGATCAACTCGAATTGCTAAC Diese Arbeit 
parE-PE10 20 TGGTGAGCAATGGCAAA TCC Diese Arbeit 
parE-PE11 22 TTATTTCAACCCGATCGTCGAT Diese Arbeit 
parE-PE12 17 GCGGCAACCACGCATTC Diese Arbeit 
parE-PE13 22 AAGCCCGGTGAGTACCTCAATG Diese Arbeit 
parC-1296R-6-FAM 22 [6-FAM]AGGCGTTTTCCGTAAA TTCATG Diese Arbeit 
parC-PC9 24 CTGGCGAATAAGTTGAGGAATCAG Diese Arbeit 
parC-PC10 21 TGCCTTTGTGCTTGATCAGTG Diese Arbeit 
parC-PC11 21 GGCGCTATTCACGCTGATCTC Diese Arbeit 
parC-PC12 21 CTTTGAAGGCTGGCGAATAAG Diese Arbeit 
parC-PC13 22 AGGCGTTTTCCGTAAA TTCATG Diese Arbeit 
gyrA-242-5 26 CTTTGAATCCGGGATCCAGTAGAGGG Diese Arbeit 
gyrA-242-3 26 CACGATGCGGATCCCGTCTTTGTCAG Diese Arbeit 
gyrA-GA1 22 CCTTCGCGCGCCATACTCTCGG Schulte, 2001 
gyrA-GA2 22 AACCGTTCACCAGCAGGTTAGG Schulte, 2001 
PARC3-1 21 AGCTCGGAATATTTCGACAAC Heisig, 1996 
Oligo W 23 GGTCATTGTTGGCCGTGCGCTGC Heisig, Bonn 
parC-U 25 ACCGGGATTCGGTGTAACGCATTGC Heisig, 1996 
parC-S 25 GTATGCGATGTCTGAACTGGGCCTG Heisig, 1996 
 
GGATCC: BamHI-Schnittstelle; mit 6-FAM markierte Primer wurden von Applied Biosystems 
bezogen 
 

2.1.3 DNA-Größenmarker 

In Tabelle 2-4 sind die in dieser Arbeit verwendeten DNA-Größenmarker aufgelisted. 

Tabelle 2-4: DNA-Größenmarker 

Größenmarker Hersteller / Herkunft 
  25 bp Leiter Invitrogen, Karlsruhe 
100 bp Leiter Gibco/BRL, Eggenstein 
1 kb Leiter Gibco/BRL, Eggenstein 
Smart Ladder Eurogentec, Seraing, Belgien 
GeneScan™ 500 TAMRA size standard Applied Biosystems 
  90 bp 6-FAM ParC/PC12  Diese Arbeit 
159 bp 6-FAM ParC/PC11  Diese Arbeit 
122 bp 6-FAM ParE/PE11 Diese Arbeit 
153 bp 6-FAM ParE/PE12 Diese Arbeit 
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2.1.4 Vektoren  

Tabelle 2-5 gibt die in dieser Arbeit benutzten Vektoren unter Angabe ihrer Funktion, ihrer 

relevanten genetischen Marker und ihrer Herkunft wieder. 

Tabelle 2-5: Vektoren 

Vektor Relevante Marker Funktion Referenz / Herkunft 
pBR322 Ampr, Tetr Klonierung Bolivar et al.,1977  
pBR322-242 Ampr, Tetr Klonierung Diese Arbeit 
pMAK705 Clmr, repts Klonierung Hamilton et al., 1989  
pMAK705-242 Clmr, repts, gyrA (S83W) Mutagenese Diese Arbeit 

 

2.1.5 Chemotherapeutika 

Die im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Chemotherapeutika (Tabelle 2-6) wurden nach der 

Einwage in geeigneten Lösungsmitteln gelöst und anschließend sterilfiltriert.  

Tabelle 2-6: Chemotherapeutika 

Chemotherapeutika Bezugsquelle 
Ampicilli n Bayer AG, Leverkusen 
Tetracyclin Hoechst AG, Frankfurt 
Chloramphenicol Boehringer, Mannheim 
Ciprofloxacin Bayer AG, Leverkusen 
Norfloxacin Sigma Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Novobiocin Sigma Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Moxifloxacin Bayer AG, Leverkusen 
Polymyxin B Nonapeptid (PMBN) Sigma Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Rutin Sigma Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Etoposid (VePesid®) Bristol-Myers Squibb, Regensburg 

2.1.6 Nährmedien 

Sämtliche Nährböden und Nährlösungen wurden unmittelbar nach der Einwaage gelöst und bei 

121 °C und 2,1 bar für 20 min autoklaviert.  

Tabelle 2-7: Nähragar und Nährbouill on 

Medium Bezugsquelle bzw. Herstellung (Einwaage/Liter) 
China-Blau-Lactose-Agar OXOID, Wesel 
LB-Agar, pH 7,3 10 g Trypton, 5 g Hefeextrakt, 10 g NaCl, 14g Agar 
LB-Medium, pH 7,3 10 g Trypton, 5g Hefeextrakt, 10 g NaCl 
Standard No.I (N I)-Nähragar  Merck, Darmstadt 
Standard No.I (N I)-Nährbouill on Merck, Darmstadt 
Mueller-Hinton-Bouill on OXOID, Basingstoke, England 
Mueller-Hinton-Bouill on  
(Kationen-adjustiert) 

Difco Laboratories, Detroit, USA 

Isosensitest-Bouill on Oxoid, Basingstoke, England 
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2.1.7 Puffer und Lösungen 

Die nachfolgende Tabelle 2-8 gibt die verwendeten Puffer und Lösungen an. Selbst hergestellte 

Puffer (z. B. PBS- und Tris-Puffer) wurden sterili siert. 

Tabelle 2-8: Puffer und Lösungen 

Puffer Zusammensetzung 
PBS-Puffer 0,58 M Na2HPO4; 0,17 M NaH2PO4; 

0,68 M NaCL, pH 7,4 
TAE-Puffer 40 mM Tris-Acetat; 1 mM EDTA 
TBE-Puffer 89 mMTris; 89 mM Borsäure; 2,5 mM EDTA 
TE-Puffer, pH8,0 10 mM Tris-HCl; 1 mM EDTA, pH8,0 
6 x Ladepuffer 20 % Ficoll; 0,12 %Bromphenolblau; 

0,25 % Xylencyanol FF 
5 x RNA-Ladepuffer 20 % Ficoll; 0,12 %Bromphenolblau; 

0,25 % Xylencyanol FF; 3 % Formamid;  
7 M Harnstoff; Ethidiumbromid (150 µg/ml) 

Plasmid Midi Kit, QIAGEN, Hilden 
Puffer P1 100 µg/ml RNase A; 50 mM Tris-HCl;  

10 mM EDTA, pH 8,0 
Puffer P2 200 mM NaOH; 1 % SDS 
Puffer P3 3 M Kac, pH 5,5 
Puffer QBT 750 mM NaCl; 50 mM MOPS, pH 7,0; 

15 % Isopropanol 
Puffer QC 1 M NaCl; 50 mM MOPS, pH 7,0; 

15 % Isopropanol 
Puffer QF 1,25 M NaCl; 50 mM Tris-HCl, pH 8,5; 

15 % Isopropanol 
QIAquick-spin, PCR Purification/Gel Extraktion Kit, QIAGEN, Hilden 
Puffer EB Elutionspuffer (10 mM Tris-HCl, pH 8,5) 
Puffer PB Bindungspuffer, enthält Guanidin Hydrochlorid 
Puffer PE Waschpuffer, ohne Angabe 
Puffer QG Bindungspuffer, enthält chaotrope Salze 
RNAprotect Bacteria Reagent 
RNA-Stabili sierungs-Reagenz, QIAGEN 

enthält Tetradecyltrimethylammoniumbromid 

RNeasy® Mini, RNA-Extraktions Kit, QIAGEN, Hilden 
Puffer RLT Lysis- und Bindungspuffer, enthält 

Guanidinisothiocyanat, 5 % β-ME 
Puffer RW1 Waschpuffer, enthält Ethanol 
Puffer RPE Waschpuffer, enthält Ethanol 
Sequencer Kit: Applied Biosystems, Weiterstadt 
ABI PRISM® BigDye™  
Terminator Cycle Sequencing  
Ready Reaction Mix V1.1 
Template Supression Reagent (TSR) 
HiDi Formamide 
POP-6™ 
 
Sequenzierpuffer 310 GA 

AmpliTaq®DNA Polymerase, 
fluoreszenzmarkierte Didesoxynucleotide; 
Desoxynucleotide; MgCl2 Tris-HCl, pH 9,0 
Denaturierungs-Reagenz 
Denaturierungs-Reagenz 
Performance Optimized Polymer zur 
Auftrennung der DNA-Fragmente 
ohne Angabe 
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2.1.8 Enzyme 

In Tabelle 2-9 sind die in der Arbeit verwendeten Enzyme aufgeführt.  

Tabelle 2-9: Enzyme 

Enzym Bezugsquelle 
RNase-Free DNase QIAGEN, Hilden 
Reverse Transkriptasen 
  Multiscibe 
  Omniscript 
  Superscript II RNase H- 

 
Applied Biosystems, Weiterstadt 
QIAGEN, Hilden 
Invitrogen, Karlsruhe 

Lysozym Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Phosphatase, alkalische, Shrimp Roche Diagnostics GmbH, Mannheim 
Rapid DNA Ligation Kit 
mit T4-DNA-Ligase 

Roche Diagnostics GmbH, Mannheim 

Restriktionsendonukleasen Boehringer, Mannheim; NEB, Frankfurt 
Gibco/BRL, Eggenstein 

RNase H Invitrogen, Karlsruhe 
Taq-DNA-Polymerase Sequencing Grade Promega, Mannheim 
Taq-DNA-Polymerase Promega, Mannheim 

 

2.1.9 Chemikalien 

Chemikalien (Tabelle 2-10) wurden mit dem Reinheitsgrad „reinst“ oder „p.a.“ bezogen. 

Tabelle 2-10: Chemikalien 

Chemikalie Hersteller 
Agarose Neo (DNase frei) Carl Roth GmbH, Karlsruhe 
Agarose NuSieve 3:1 Biozym, H. Oldendorf 
dNTPs Roche, Mannheim 
Dimethylsulfoxid (DMSO) Merck KgaA, Darmstadt 
EDTA (Titriplex III)  Merck KgaA, Darmstadt 
Ethidiumbromid Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Ethanol Merck KgaA, Darmstadt 
Ficoll Merck KgaA, Darmstadt 
Glycerin (85 %) ASID Bonz und Sohn GmbH, Böblingen 
β-Mercaptoethanol (β-ME) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Mineralöl Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
Natriumchlorid Merck KgaA, Darmstadt 
Natriumhydroxid Merck KgaA, Darmstadt 
Phe-Arg-β-Naphtylamid (MC-207,110) Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen 
RiboGreen® RNA-Quantitation Kit Molecular Probes, Leiden, NL 
RNase Away Roth, Karlsruhe 
RNaseZAP™ Invitrogen, Leek, NL 
SDS Roth, Karlsruhe 
SUPERase•In™ RNase Inhibitor Ambion, Huntingdon, UK 
Trizma Hydrochlorid Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
Trizma Base Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
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2.1.10 Geräte und Material 

Die im Rahmen der Untersuchungen verwendeten Geräte und Materialien sind unter Angabe der 

Herstellerfirmen in Tabelle 2-11 aufgeführt. 

Tabelle 2-11: Geräte und Materialien 

Gerät Hersteller 
ABI PRISM 310 Genetic Analyzer Perkin Elmer Corporation, Foster City, USA 
Platten-Photometer Multiskan-Multisoft®  Labsystems Oy, Helsinki, Finnland 
Brutschrank Heraeus, Osterode 
DNA-Synthesizer 391 Applied Biosystems, Pfungstadt 
Electrophoresis Power Supply LKB Pharmacia, Freiburg 
Elektroporationsgerät Genepulser II 
Pulse Controller II  

Biorad Laboratories München 

Filterspitzen, variabel Biozym Diagnostik GmbH, H. Oldendorf 
Gelelektrophorese-Apparaturen Typ Comphor 
Midi und Mini 

Biozym Diagnostik GmbH, H. Oldendorf 

GeneAmp 5700 Sequence Detection System Applied Biosystems, Weiterstadt 
Gilson Kolbenhubpipetten, variabel Abimed, Düsseldorf 
Inolab pH-Meter WTW Wissenschaftlich-Technische 

Werkstätten GmbH, Weilheim 
Lichtmikroskop 
mit Hyper HAD CCD-IRIS/RGB Color Video 
Camera 

Zeiss AG, Jena  
SONY International GmbH, Stuttgart 

Reinstwasseranlage Easy Pure LF Barnstead 
Rolli nkubator Schütt, Göttingen 
Schüttelinkubator Serie25 New Brunswick Scientific Co.,  

New Yersey, USA 
Schüttelinkubator Certomat R +H B. Braun Biotech International GmbH, 

Melsungen 
Schüttelwasserbad Typ 1083 Gesellschaft für Labortechnik, Hannover 
Spectralphotometer Hitachi 150-20 Colora, Lorch 
Spectralphotometer Cary 50  Varian Deutschland GmbH, Darmstadt 
Speed Vac SC 100 Savant, USA 
Sterilfilter Sartorius AG, Göttingen 
Thermocycler 9700 Perkin Elmer Corp., Foster City, USA 
Thermocycler UNO Biometra, Göttingen 
Thermocycler T3 Biometra, Göttingen 
Thermocycler TGradient Biometra, Göttingen 
Videodumentationsanlage, GDS-System INTAS, Göttingen 
Videodumentationsanlage BioDoc system Biometra, Göttingen 
Vortex Genie2 Scientific Industries Inc. Bohemia, USA 
Zentrifugen: 
  Biofuge pico 
  Biofuge fresco 
  Biofuge RS28 
    Rotoren #3048 und #3331 
  Biofuge A 

 
Kendro, Hamburg 
Kendro, Hamburg 
Heraeus, Osterode 
 
Heraeus, Osterode 

  Kühlzentrifuge J2-21,  
    Rotoren JA-20 und JA-21 

Beckmann, Düsseldorf 
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2.2 Methoden 

2.2.1 Bestimmung der Keimzahl  

Die Anzahl an Zellen, die durch wiederholte Zellteilung eine Kolonie bilden können, wurde wie 

folgt bestimmt: Aus der zu untersuchenden Bakteriensuspension wurden 0,5 ml entnommen und 

in physiologischer Kochsalzlösung sukzessive 1:10 verdünnt. Die Anzahl der 

Verdünnungsschritte richtete sich nach der optischen Dichte der Bakterienkultur bzw. der etwa 

erwarteten Keimzahl. Von den letzten vier Verdünnungen wurden jeweils 50 µl auf ein Viertel 

einer Agarplatte ausplattiert und 24 h bei 37 °C inkubiert. Die koloniebildenden Einheiten 

(KBE) wurden ausgezählt und auf 1 ml Bakteriensuspension bezogen (KBE/ml). 

2.2.2 Identifizierung der Bakt erien 

Die Identifizierung der Bakterienstämme erfolgte mittels des Identifizierungssystems der Firma 

MERLIN Diagnostika GmbH, Bornheim. Verwendet wurden Mikrotitrationsplatten des Typs 

MICRONAUT-E, die für die Identifizierung von Enterobacteriaceae und anderen 

gramnegativen, Oxidase-negativen Bakterien vorgesehen sind. Die Identifizierung basiert auf 21 

unterschiedlichen biochemischen Reaktionen, deren Nachweis über Säure-Indikatoren oder 

chromogene Substrate erfolgt. 

Einzelne Kolonien einer 18-24 Stunden alten Bakterienkultur auf Isosensitest-Agar wurden in 

physiologischer Kochsalzlösung suspendiert, die optische Dichte wurde auf den McFarland-

Standard 0,5 (OD560 = 0,12) eingestellt. Dies entspricht einer Keimzahl von ca. 108 KBE/ml. 

100 µl der Suspension wurden in 100 ml Isosensitest-Bouill on verdünnt. Die Mikrotitrations-

platten wurden mit 100 µl dieser Bakteriensuspension pro Vertiefung beschickt. Einzelne 

Vertiefungen wurden mit Parafinöl überschichtet und die Platten anschließend bei 37 °C für 18-

24 h bebrütet. Nach der Inkubation wurde einzelnen Reaktionen Indol- bzw. TDA-Reagenz 

zugefügt. Vor dem Ablesen der Mikrotitrationsplatten wurde zur Farbentwicklung der beiden 

Reaktionen bis zu 30 min gewartet. Die Platten wurden mit dem Multiskan-Multisoft® 

Photometer abgelesen und mit der zugehörigen MCN-Computersoftware (Demos Computer, 

Köln) ausgewertet. 

2.2.3 Bestimmung der Generationszeit 

Die Wachstumskurve einer Bakterienpopulation weist zunächst eine Anlaufphase auf (lag-

Phase), die nach einiger Zeit in eine exponentielle Phase (log-Phase) übergeht und schließlich 

nach einer stationären Phase in einer Absterbephase endet. Die Generationszeit von Bakterien 

wird innerhalb der exponentiellen Phase nach folgenden Formeln ermittelt: 
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Die Generationszeit g ist der reziproke Wert der Teilungsrate υ. 
 

Um die Generationszeit der einzelnen Isolate zu messen, wurde eine 1:1000 Verdünnung der 

entsprechenden ÜN-Kultur in 100 ml N I-Medium angesetzt. Diese wurde bei 37 °C und 

250 UpM inkubiert. In Abständen von 15 min wurden Proben entnommen, geeignet verdünnt 

und je 50 µl der letzten vier Verdünnungsstufen auf N I-Agarplatten ausplattiert. Die Platten 

wurden ÜN bei 37 °C bebrütet, die Kolonien bei geeigneter Verdünnungsstufe ausgezählt und 

anschließend die KBE/ml bestimmt. Aus den Werten wurde eine Grafik angefertigt, eine lineare 

Regression durchgeführt und anhand der obigen Formeln die Generationszeit g errechnet. 

2.2.4 Reduzierung der Wachstumsrate  

Eine Reduzierung der Wachstumsrate wurde durch Absenken der Inkubationstemperatur auf 

24,5 °C und eine zusätzliche Halbierung des Nährstoffgehalts des Mediums (1/2 x N I-Agar) 

erzielt. Trübungsmessungen bei 24,5 °C mit 1/2 x N I-Bouill on zeigten, dass die Generationszeit 

von WT-4- und WT-3-1-Kulturen auf etwa 100 min anstieg. Zellen, die eine derart geringe 

Wachstumsrate aufweisen, besitzen nur 1 bis 1,2 DNA-Kopien pro Zelle (189) und sind daher in 

ihrer Fähigkeit zur homologen Rekombination beeinträchtigt. 

2.2.5 Untersuchun g der Zellmorph olog ie 

Veränderungen in der Zellmorphologie, die infolge einer Behandlung mit Topoisomerase-

Inhibitoren auftraten, z. B. Filamentierung der Zellen, Ausbildung von Vakuolen oder Zelll ysis, 

wurden unter dem Lichtmikroskop beobachtet. Hierzu wurden 15 µl der zu untersuchenden 

Bakterienkultur auf ein Deckglas pipettiert, umgedreht auf ein Objektträger gelegt und unter 

dem Mikroskop im Hellfeld bei 1000facher Vergrößerung beobachtet. Zur fotografischen 

Dokumentation wurden Agarose-beschichtete Objektträger (23) verwendet, wodurch die E. coli -

Zellen unter dem Deckglas in einer Ebene fixiert wurden. 

υ = Teilungsrate 
N = Zellzahl zum Zeitpunkt t 
N0 = Zellzahl zum Zeitpunkt t0 

m =  Steigung der Regressionsgeraden im Bereich der exponentiellen Wachstumsphase bei 
halblogarithmischer Skalierung der Grafik 
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2.2.6 Empfindlichkeitsprüfung von Bakterien 

2.2.6.1 Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration 

Als minimale Hemmkonzentration (MHK) eines Antibiotikums gilt diejenige Konzentration, die 

das sichtbare Wachstum von Bakterien deutlich hemmt. Die Bestimmung der MHK wurde 

mittels des Mikrodilutionsverfahrens gemäß DIN 58940-8 (77) durchgeführt. 

Es wurde eine lineare Verdünnungsreihe des Antibiotikums durch sukzessive 1:2 Verdünnung in 

Kationen-adjustierter MH-Bouill on (KAMHB) hergestellt. Je 50 µl einer Verdünnungsstufe 

wurden in die Vertiefung einer Mikrotiterplatte gegeben. Auf diese Weise wurden pro Reihe elf 

Vertiefungen der Platte mit absteigenden Antbiotikumkonzentrationen befüllt, während in die 

zwölfte Vertiefung als Wachstumskontrolle KAMHB gegeben wurde. Das erforderliche 

Inokulum von 5 x105 KBE/ml wurde hergestellt, indem von einer 18-24 h alten Bakterienkultur 

auf MH-Agar einzelne Kolonien in KAMHB suspendiert, und die optische Dichte auf den 

McFarland-Standard 0,5 (OD560 = 0,120) eingestellt wurde. Dies entspricht einer Keimzahl von 

ca. 108 KBE/ml. Diese Suspension wurde 1:100 mit KAMHB verdünnt, so dass sich eine 

Keimzahl von etwa 1 x 106 KBE/ml ergab. Die mit Antibiotikumlösung beschickten 

Mikrotiterplatten wurden mit 50 µl dieser Bakteriensuspension pro Vertiefung beschickt. Nach 

18-20 h Bebrütung bei 37 °C wurde die Mikrotiterplatte abgelesen. Teilweise wurden zur 

Bestimmung der MHK auch MICRONAUT-S-Mikrotitrationsplatten der Firma MERLIN 

Diagnostika GmbH (Bornheim) eingesetzt, die Antibiotika in dehydratisierter Form enthielten. 

Da die verwendeten Stämme teilweise nur geringe Empfindlichkeiten gegenüber einigen 

Inhibitoren aufwiesen, wurde zur Testung von Rutin die Permeabili tät und damit die 

Empfindlichkeit der Zellen durch Zugabe einer subinhibitorischen Konzentration (75 µg/ml) 

Polymyxin B Nonapeptid (PMBN) zum Inokulum erhöht (332). Für die Testung von Etoposid 

wurde teilweise der Effluxpumpeninhibitor MC-207,110 (209) in subinhibitorischen 

Konzentrationen (40-320 µM) zugegeben. 

2.2.6.2 Empfindlichkeitstestung mittels Gradienten-Platten 

Um keine distinkte MHK-Stufe sondern eine genaue Konzentration eines Antibiotikums, die zu 

einer Wachstumshemmung führt, zu ermitteln, wurden Agarplatten mit einem kontinuierlichen 

Konzentrationsgradienten eines Antibiotikums nach Szybalski (321) hergestellt (Abb. 2-1). 

Hierfür wurde zunächst flüssiger MH-Agar (40 ml) in eine schräg stehende rechteckige Kammer 

gegossen (Schritt 1). Nach dem Erkalten der ersten Agarschicht wurde die Kammer in eine 

horizontale Lage gebracht und mit antibiotikahaltigem MH-Agar überschichtet (Schritt 2). Es 

kommt zu einer vertikalen Diffusion des Antibiotikums zwischen den Agarschichten, so dass 

sich ein linearer Konzentrationsgradient parallel zur Längsachse der Kammer ausbildet.  
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Abbildung. 2-1: Herstellung von Gradientenplatten nach Szybalski (1952) 

Exponentiell wachsende Kulturen in MH-Bouill on wurden auf 106 KBE/ml verdünnt und mit 

einem Wattestäbchen in Richtung des Gradienten ausgestrichen. Nach einer Bebrütung für 24-

48 h bei 37 °C wurde die MHK des Antibiotikums anhand der Wachstumsgrenze auf der Platte 

ermittelt. 

2.2.6.3 Bestimmung der minimalen bakteriziden Konzentration 

Während die MHK nur die Hemmung des Wachstums berücksichtigt, ermöglicht die 

Bestimmung der minimalen bakteriziden Konzentration (MBK) Aussagen zur Bakterizidie eines 

Antibiotikums. Als MBK gilt diejenige Konzentration, die nach 24 h die Keimzahl um mehr als 

99,9 % reduziert (243). 

Die Bestimmung der MBK erfolgte im Anschluss an die Bestimmung der MHK, indem aus vier 

Vertiefungen, entsprechend 1/2 x MHK bis 4 x MHK, nach Durchmischung jeweils 50 µl 

entnommen wurden. Jedes Aliquot wurde auf einer einzelnen antibiotikumfreien MH-Agarplatte 

ausplattiert und somit das Problem eines Antibiotikum-Übertrags verhindert (19). Die Kolonien 

wurden nach Bebrütung (24 h bei 37 °C) ausgezählt. 

2.2.6.4 Absterbekinetiken 

Im Gegensatz zur Endpunktbestimmung, wie sie die MBK nach 24 h darstellt, ermöglichen 

Absterbekinetiken präzise Aussagen über den Zeitpunkt einer Wachstumshemmung oder den 

Zeitpunkt und das Ausmaß eines möglichen Verlusts der Teilungsfähigkeit bei einer bestimmten 

Inhibitorkonzentration. Es wurden jeweils Vielfache der MHK eines Antibiotikums eingesetzt, 

um Empfindlichkeitsunterschiede zwischen den verschiedenen Stämmen auszugleichen. Für alle 

Absterbekinetiken erfolgte die Inkubation in 100 ml Erlenmeyerkolben mit 12-13 ml 

Nährbouill on (LB, N I oder KAMHB) oder Phospat-gepufferter Salzlösung (PBS) bei 37 °C im 

Luft- oder Wasserbad-Schüttler (130 UpM). Zu bestimmten Zeitwerten unmittelbar vor und 

nach Zugabe des Antibiotikums wurden Proben entnommen und eine Keimzahlbestimmung 

gemäß 2.2.1 durchgeführt. Ein Übertrag nennenswerter Antibiotikumkonzentrationen wurde 
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durch die Verdünnung vor dem Ausplattieren oder durch Filtrierung und Waschung mit 5 ml 

NaCl verhindert. Die graphische Darstellung erfolgte als Veränderung (Differenz) der 

logarithmierten KBE/ml (log KBE/ml) über die Zeit. 

Für Absterbekinetiken mit exponentiell wachsenden Kulturen wurden 15 ml Nährbouill on mit 

1/1000 Vol einer in gleichem Nährmedium angezogenen ÜN-Kultur beimpft, bis zu einer 

OD560 = 0,1 (entsprechend etwa 2,0 x 107 KBE/ml) inkubiert, und dann das Antibiotikum 

zugesetzt. Da die verwendeten Stämme teilweise nur geringe Empfindlichkeiten gegenüber 

einigen Inhibitoren aufwiesen wurde zur Testung von Rutin die Permeabili tät und damit die 

Empfindlichkeit der Zellen durch Zugabe einer subinhibitorischen Konzentration (75 µg/ml) 

Polymyxin B Nonapeptid (PMBN) erhöht (332). Die Zugabe von PMBN erfolgte zeitgleich mit 

dem Animpfen der Kultur. Zur Testung von Etoposid wurde zeitgleich mit diesem 

Topoisomerase-Inhibitor der Effluxpumpeninhibitor MC-207,110 in subinhibitorischer 

Konzentration (40 µM) zugegeben. 

Für Absterbekinetiken mit wachstums- und teilungsinaktiven Zellen wurden exponentiell 

wachsende Kulturen nach dem Erreichen der OD560 = 0,1 und vor Zugabe des Antibiotikums 

entweder für 1 h mit Chloramphenicol (50 µg/ml) behandelt, oder abzentrifugiert, zweimal mit 

PBS (pH 7,4) gewaschen und in PBS für 2 h resuspendiert. 

2.2.7 Allgemeines Arbeiten mit RNA 

Um Kontaminationen mit RNasen und in deren Folge eine Degradation von RNA zu vermeiden, 

wurden alle Arbeiten mit RNA mit puderfreien Einmalhandschuhen an einem separaten RNase-

freien Platz mit einem separaten Pipettensatz und RNase-freien Filterspitzen durchgeführt.  

2.2.8 Isolierung von Gesamt-RNA 

Die Isolierung von Gesamt-RNA erfolgte aus 107 bis 109 Bakterien. Um eine Degradation von 

RNA durch zelluläre RNasen und Veränderungen der Genexpression während der Präparation 

zu vermeiden, wurde der zelluläre RNA-Pool zunächst stabili siert. Hierzu wurde 1 Vol 

Zellsuspension (meist 490 µl) direkt zu 2 Vol RNAprotect™ Bacteria Reagent (QIAGEN, 

Hilden) gegeben, für 5 s kräftig geschüttelt und für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. 

Anschließend wurden die Zellen 8 min bei 7.000 x g abzentrifugiert, der Überstand abdekantiert 

und das Pellet bei –80 °C eingefroren. 

Der Zellaufschluss und die RNA-Isolierung erfolgte gemäß dem RNeasy Mini Protokoll 

(QIAGEN, Hilden). Hierzu wurde das Zellpellet mit 1 Vol TE-Puffer + Lysozym (0,4 mg/ml) 

versetzt, für 4 min mit zwischenzeitlichem kräftigen Schütteln inkubiert. Anschließend wurden 

3,5 Vol RLT-Lysispuffer (mit 5 % β-Mercaptoethanol) zugefügt, kräftig geschüttelt und für 
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2 min inkubiert. RLT-Lysispuffer enthält das stark denaturierende Guanidin-Isothiocyanat, das 

RNasen sofort inaktiviert. Es wurden 2,5 Vol Ethanol zugefügt, das Reaktionsgefäß mehrfach 

vorsichtig invertiert und die Suspension auf die RNeasy-Säule pipettiert. Diese Säule enthält 

eine Sili cagel-Membran, an die RNA adsorbiert. Nach der Zentrifugation (15 s bei > 8.000 x g) 

wurde das Zentrifugat entfernt, die Säule mit 350 µl RW1 Waschpuffer für 5 min inkubiert und 

durch Zentrifugation gespült. In diesem Schritt wird ein Großteil der DNA eliminiert. Es folgte 

ein DNase-Verdau auf der Säule für 15 min bei Raumtemperatur mit dem RNase-Free DNase 

Set (QIAGEN, Hilden). Im Anschluss wurde die Säule nochmals mit 350 µl RW1 Puffer gespült 

und zusätzlich zweimal mit je 500 µl RPE-Puffer gewaschen, wodurch auch die DNase entfernt 

wurde. Nachdem die Membran trocken zentrifugiert wurde, erfolgte die Elution der RNA in ein 

RNase-freies 1,5 ml Reaktionsgefäß: Hierzu wurden zunächst 55 µl RNase-freies Wasser 

(50 °C, QIAGEN, Hilden) auf die Säule appliziert, für 3 min inkubiert und abzentrifugiert. 

Dieser Vorgang wurde mit weiteren 55 µl RNase-freies Wasser (50 °C) wiederholt. Die RNA 

wurde dann auf Eis gelagert, die Konzentration bestimmt (2.2.9) und nach einer Aliquotierung 

bei –80 °C eingefroren.  

2.2.9 Spektralphotometrische Konzentrationsbestimmung von RNA 

Die Konzentrationsbestimmung von RNA nach nach dem DNase-Verdau, erfolgte indem die 

Absorption bei einer Wellenlänge von 260 nm (A260) in einem Spektralphotometer bestimmt 

wurde. Die RNA-Proben wurden in einer 200 µl Quarzglas-Küvette mit RNase-freiem Wasser 

soweit verdünnt, dass die Messwerte über 0,12 lagen. Die Konzentration errechnete sich aus der 

Formel: 

c [µg/ml] = 40  ·  A 260  ·  Verdünnung  

2.2.10 Fluorometrische Konzentrationsbestimmung von RNA 

Zur Verifizierung der spektrometrischen Konzentrationsbestimmung erfolgte eine 

Konzentrationsbestimmung mit dem Fluoreszenzfarbstoff RiboGreen® (Molecular Probes, NL). 

Mit einem RNA-Standard (16S rRNA) definierter Konzentration und dem RiboGreen® Assay 

Reagenz wurde zunächst mit verschiedenen Verdünnungen des Standards eine Eichgerade im 

Bereich von 20 ng/ml - 1 µg/ml erstellt und anhand dieser Eichgerade die RNA-Konzentration 

der zu untersuchenden Probe ermittelt. Die Proben wurden zuvor 1:1000 und 1:500 verdünnt, 

um Werte im Konzentrationsbereich der Eichgerade zu erhalten. 
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2.2.11 Reinheitsbestimmung von RNA 

Das Absorptionsverhältnis A260/A280 ist ein Maß für die Reinheit von RNA bezogen auf 

Verunreinigungen wie Proteine, die bei 280 nm absorbieren. Da dieses Absorptionsverhältnis 

durch den pH-Wert beeinflusst wird (353) und reines Wasser nicht gepuffert ist, wurde zur 

Verdünnung der RNA 10 mM Tris-HCl, pH 7,5 verwendet. Reine DNA besitzt ein A260/A280 

Verhältnis von 1,9–2,1 in 10 mM Tris-HCl, pH 7,5. 

Nur bei Werten > 1,9 wurde die RNA für weitere Untersuchungen verwendet. 

2.2.12 Quali tätsprüfung von RNA 

Die Qualität der präparierten Gesamt-RNA wurde durch Gelelektrophorese in einem nativen 

TBE-Agarosegel anhand der rRNA-Banden überprüft. Unfragmentierte RNA zeichnet sich 

durch zwei distinkte rRNA-Banden im nativen Agarosegel aus, von denen die obere (23S 

rRNA) Bande etwa die doppelte Intensität der unteren (16S rRNA) Bande besitzt. Zur 

Linearisierung der rRNA wurde 1 µg Gesamt-RNA vor dem Auftrag auf das Gel in einem EtBr-

haltigen denaturierenden 5 x RNA-Ladepuffer bei 75 °C für 10 min inkubiert (252) und auf Eis 

abgekühlt. Die Gelelektrophorese erfolgte für 1 h in einem 1 % nativen Agarosegel mit 1 x TBE 

Puffer und einer Feldstärke von 7 V/cm. Um Kontaminationen mit RNasen zu verhindern, 

wurde die Elektrophoresekammer sowie Gelrack und Applikationskamm zunächst mit 0,5 % 

SDS-Lösung gereinigt, mit RNase-freiem Wasser (aus der Milli por-Anlage) gespült, 

anschließend mit 1 % H2O2 für 10 min inkubiert und erneut mit RNase-freiem Wasser gespült. 

2.2.13 Spektralphotometrische Konzentrationsbestimmung der 
Oligonukleotide 

Bei einer Wellenlänge von 260 nm wurde die 1:500 verdünnte Primerlösung photometrisch 

vermessen. Die Konzentration errechnet sich nach folgender Formel:  

c [pmol/µl]  = 

2.2.14 Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) 

Die von Kary Mulli s entwickelte Methode zur Vervielfältigung spezifischer DNA-Sequenzen 

wird als Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) bezeichnet (285). Grundprinzip der PCR ist die 

zyklische Amplifizierung von DNA-Fragmenten, wobei die Zahl der Fragmente durch 

sukzessive Verdopplung exponentiell steigt und theoretisch nach n-tem Zyklus 2n DNA-

Moleküle im Ansatz vorliegen. In der Praxis gil t jedoch eher folgende Gleichung: 
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    N = N0 ·  (1+E)n 

Hierbei ist N die Anzahl der amplifizierten Moleküle, N0 die Molekühlzahl vor Amplifikation 

und n die Zyklenzahl. E ist die Effizienz der Reaktion und besitzt einen Wert zwischen 0 (keine 

Amplifikation) und 1 (maximale Amplifikation). Dieser Wert hängt sehr stark vom 

Optimierungsgrad ab und ändert sich zudem außerhalb der exponentiellen Phase der PCR. 

Aufgrund stochastischer Effekte beginnt die exponentielle Phase der Amplifikation erst nach 

etwa 10 Zyklen und endet aufgrund einer Reaktionshemmung nach etwa 30 Zyklen. Weitere 

Zyklen führen dann zunächst zu einer linearen und schließlich keiner weiteren Amplifikation 

(Plateau-Effekt). Ursächlich für diese Hemmung sind u. a. das während der PCR gebildete 

Pyrophosphat, die abnehmende Aktivität der Polymerase, und eine Konkurrenz von Primer und 

Produkt um die Anlagerung. Voraussetzung für die Durchführung einer PCR ist die Kenntnis 

der flankierenden Sequenzbereiche des zu amplifizierenden DNA-Fragments, da aus ihnen die 

Sequenz der Starter-Oligonukleotide (Primer) abgeleitet wird. 

In dieser Arbeit wurde die PCR gemäß des Standardansatzes in Tab. 2-12 durchgeführt. Für 

Ansätze mit einem Volumen von 20 µl wurde jeweils 1/5 der angegebenen Volumina eingesetzt.  

 

Tabelle 2-12: PCR-Standardansatz für eine Reaktion à 100 µl 

Volumen Komponente 
5 µl Template (100 ng/µl) 
2 µl Primer 1 (10 pmol/µl) 
2 µl Primer 2 (10 pmol/µl) 
10 µl 10×Polymerase-Puffer 
6 µl MgCl2 (25 mM) 
2,5 µl dNTP-Mix (2 mM) 
5 µl DMSO (optional) 
0,5 µl Taq-Polymerase (5 U/µl) 
ad 100 µl  Reinstwasser 

 

Ein Zyklus der PCR besteht aus drei Schritten: 

1. Denaturierung der doppelsträngigen DNA-Probe in Einzelstränge. 
2. Anlagerung (Annealing) der Primer an die komplementäre Sequenz in der DNA-Probe. 
3. Verlängerung (Extension) der 3'OH-Enden der angelagerten Primer durch 

enzymkatalysierte Addition von komplementären Desoxynukleotiden. 

Beim Einsatz chromosomaler DNA als Template wurden etwa 3-5 Kolonien einer frischen ÜN-

Agarplatte in 200 µl Reinstwasser resuspendiert und 15 min aufgekocht. Anschließend wurde 

der Ansatz zentrifugiert (13.000 UpM, Raumtemparatur, 5 min) und 5 µl des klaren Überstands 

als Template verwendet. 

Die Auswahl des Temperaturprofils ist für jede PCR spezifisch. Die Anlagerungstemperatur 

(TA) sollte 4 °C unterhalb der Schmelztemperatur (Tm) der verwendeten Primer liegen. Tm ergibt 
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sich aus der Basenzusammensetzung der Primer und berechnet sich wie folgt: 

Tm [°C] = [(ΣdGTP+ΣdCTP)× 4]+[(ΣdATP+ΣdTTP)× 2] 

Die Dauer der Verlängerungsreaktion (tV) ist von der Länge des zu amplifizierenden Fragmentes 

abhängig. Die hier eingesetzten thermostabilen Polymerasen synthetisieren etwa 1 kb pro min.  

Alle PCR-Reaktionen erfolgten nach folgenden Temperaturprofil: 

Denaturierung: 94 °C 5 min  
    
Anlagerung: TA °C 30 s  
Verlängerung: 72 °C tV s 25-35 x 
Denaturierung: 94 °C 30 s  
    
Anlagerung: TA °C 30 s  
Verlängerung: 72 °C 5 min  

 

Die Überprüfung der PCR-Produkte fand durch eine Agarose-Gelelektrophorese statt (2.2.17). 

2.2.15 Quantitative real-time RT-PCR 

Die Quantifizierung von spezifischen mRNAs erfolgte durch eine Reverse Transkription (RT) 

mit nachgeschalteter quantitativer real-time PCR. Die verwendeten genspezifischen Primer 

(siehe Tabelle 2-2) wurden mit dem Programm Primer Express™ (PE Applied Biosystems, 

Weiterstadt) gemäß den Vorgaben für das Amplikon-Design für SYBR® Green-Applikationen 

(8) berechnet. Mittels BLAST-Suche wurden Primer mit unspezifischen Bindestellen im E. coli  

K12-Genom ausgeschlossen. 

2.2.15.1 cDNA-Synthese  

Bei der cDNA-Synthese dient mRNA als Matrize für die Synthese eines komplementären DNA-

Strangs (cDNA) ausgehend von einem Starter-Oligonukleotid. Die Verlängerungsreaktion, auch 

als Reverse Transkription (RT) bezeichnet, wird am mRNA-Template durch retrovirale DNA-

Polymerasen (Reverse Transkriptasen), katalysiert. Als Oligonukleotide wurden genspezifische 

Primer (GSP) verwendet, die nahe dem 3'-Ende des Gens binden. Die Kombination mehrerer 

GSP in einem Gemisch ermöglichte die gleichzeitige cDNA-Synthese mehrerer Gene. Für einen 

RT-Ansatz wurden folgende Komponenten auf Eis zusammenpipettiert: 
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Tabelle 2-13: RT-Ansatz für eine Reaktion à 20 µl 

 Volumen Komponente Endkonzentration 
 x µl RNA 150 ng 

Ansatz 1 2,4 µl GSP-Mix (6 Primer à 2 pmol) 100 nM/Primer 
 ad 6,5 µl RNase-freies Wasser  
 4 µl 5 x RT-Puffer 1 x 
 2 µl 0,1 M DTT 10 mM 
 4 µl dNTPs (je 2,5 mM) je 0,5 mM 

Ansatz 2 mischen 
 0,5 µl RNase Inhibitor (20 U/µl) 0,5 U/µl 
 0,6 µl Superscript II (200 U/µl) 6 U/µl bzw 120 U 

 

Zunächst wurden der Ansatz 1 (Tab. 1-13) bei 65 °C für 5 min im Thermocycler denaturiert. 

Nach einem direkten Temperatur-Shift auf 45 °C wurde der für 2 min auf 45 °C vorgewärmte 

Ansatz 2 (Tab. 2-13) zugefügt, durch vorsichtiges Pipettieren gemischt und für 60 min bei 45 °C 

inkubiert. Zur Inaktivierung der Reversen Transkriptase wurde das Reaktionsgemisch für 

15 min auf 70 °C erhitzt und sofort auf Eis gelagert oder bei –20 °C eingefroren.  

2.2.15.2 real-time PCR 

Die real-time PCR (Echtzeit-PCR) wurde von Higuchi und Mitarbeiter entwickelt (146, 147) 

und ermöglicht die Quantifizierung von Nukleinsäuren mittels einer Fluoreszenzmessung. Im 

Gegensatz zu herkömmlichen PCR-Verfahren, bei denen eine Bestimmung von Endprodukten 

im besten Falle semiquantitativ stattfindet, erfolgt bei der real-time PCR eine Messung der 

DNA-Menge während oder nach jedem Zyklus und ermöglicht somit eine quantitative 

Bestimmung der anfänglichen DNA-Menge.  

Der zur DNA-Quantifizierung verwendete Fluoreszenzfarbstoff SYBR® Green I interkaliert 

während der Primer-Verlängerungsreaktion in die neu gebildete dsDNA und fluoresziert nach 

Anregung durch eine Halogenlampe (296). Die emittierte Fluoreszenz wird durch eine CCD-

Kamera detektiert und ist linear zur Konzentration der gebildeten dsDNA-Moleküle. Je mehr 

Startkopien in die PCR eingebracht werden, desto früher wird ein signifikanter Anstieg der 

Fluoreszenz gemessen. Als Parameter für die Bestimmung der Startkopienzahl wird in der 

exponentiellen Phase der PCR der CT-Wert (threshold cycle) berechnet, der in Bruchteilen die 

Zykluszahl angibt, bei dem die Fluoreszenz einen festgelegten Schwellenwert (in der 

vorliegenden Arbeit 0,1) überschreitet. Die Hintergrundfluoreszenz (Baseline), die in die 

Berechnung des CT-Wertes eingeht, wurde zwischen Zyklus 3 und 6 Zyklen vor dem CT-Wert 

festgelegt. Da SYBR® Green I unspezifisch in jede dsDNA interkaliert, verursachen auch 

Primer-Dimere, die sich während der PCR bilden, einen Fluoreszenzanstieg. Eine Überprüfung 

auf unspezifische Produkte (z. B. Primer-Dimere) erfolgte nach abgeschlossener PCR mittels 
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einer Analyse der Fragmente in einem 4 % NuSieve 3:1 Agarose-Gel (2.2.17) und einer 

Schmelzpunktanalyse im Thermocycler. Hierbei wurden die PCR-Produkte kontinuierlich von 

60-95 °C aufgeheizt, so dass sie entsprechend ihrem Schmelzpunkt nur noch als Einzelstrang 

vorlagen. Die damit einhergehende Fluoreszenzabnahme wurde aufgezeichnet und ermöglichte 

die Differenzierung zwischen kurzen, bei niedriger Temperatur schmelzenden Primer-Dimeren 

und den längeren spezifischen PCR-Produkten.  

Die Amplifikation und Detektion von cDNA erfolgte mit dem GeneAmp® 5700 Sequence 

Detection System (Applied Biosystems, Weiterstadt) und der zugehörigen Software. 

Für jede real-time PCR erfolgte eine Optimierung der Effizienz, indem zunächst der Einfluss der 

Primerkonzentrationen im Bereich 50-900 nM und anschließend der Magnesiumkonzentration 

im Bereich 3,0-4,25 µM getestet wurde. Die Effizienz der PCR wurde dann für jedes spezifische 

Template über einen Konzentrationsbereich von 3 Zehnerpotenzen ermittelt, indem das 

Verhältnis von CT-Wert zum Logarithmus der relativen Startkopienzahl anhand einer 

Regressionsgraden bestimmt wurde. 

In dieser Arbeit wurde die real-time PCR gemäß des Standardansatzes in Tabelle 2-14 in 

dreifach-Ansätzen à 10 µl durchgeführt.  

Tabelle 2-14: real-time PCR-Standardansatz für eine Reaktion à 10 µl 

Volumen Komponente Endkonzentration 
1 µl cDNA-Template (RT-

Ansatz 1/10 verdünnt) 
1 Vol%; äquivalent zu 
0,75 ng RNA 

variabel Primer F (5 pmol/µl) 150-300 nM 
variabel Primer R (5 pmol/µl) 75-450 nM 
5 µl 2×SYBR® Green 

PCR Mastermix 
3 mM MgCl2, 200 µM dNTPs, 
0,25 U AmpliTaq Gold® 

0,4 µl MgCl2 (25 mM) 4 mM (3 mM durch Mastermix) 
ad 10 µl  Reinstwasser  

 

Um die Abweichungen zwischen Mehrfach-PCR-Ansätzen zu minimieren und möglichst 

gleiche Amplifikationsbedingungen für alle PCRs innerhalb eines Laufs (maximal 96 

Reaktionen) zu erhalten, wurden zunächst verschiedene Mastermixe hergestellt: 

Mastermix 1: 2×SYBR® Green PCR Mastermix, Reinstwasser, MgCl2 (25 mM) 

Mastermix 2: (Primer-spezifisch): Mastermix 1, Primer F, Primer R, Reinstwasser 

Mastermix 3: (Amplikon-spezifisch): Mastermix 2, Template 
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Alle real-time PCRs erfolgten mit folgendem Temperaturprofil: 

 

Aktivierung der AmpliTaq 
Gold®-Polymerase: 95 °C 10 min 

 

    
Anlagerung/Verlängerung: 60 °C 30 s 
Denaturierung: 95 °C 15 s 

40 x 

    
Schmelzpunktanalyse: 60-95 °C   

 
Als Negativkontrollen wurden eine „No Template“ Kontrolle und eine „No-RT“ Kontrolle 
(0,75 ng Gesamt-RNA als Template) mitgeführt. 

2.2.15.3 Berechnun g der Genexpress ion 

Die Berechnung der Expression eines Gens erfolgte nicht absolut, sondern als relative Änderung 

infolge veränderter Kulturbedingungen, indem die mittleren CT-Werte von mRNA-Äquivalenten 

(cDNAs) aus zwei unterschiedlichen Kulturbedingungen (Probe und Referenz) in einem RT-

PCR-Lauf miteinander verglichen wurden. Als Schwellenwert (threshold) wurde 0,1 festgelegt. 

Für die Normalisierung der ermittelten CT-Werte diente eine konstante Menge der in die RT-

Reaktion eingesetzten Gesamt-RNA (47) von 150 ng bzw. das entsprechende cDNA-Äquivalent 

von 1/200 Vol des Gesamt-RT-Ansatzes. Die Berechnung der relativen Genexpression (Exrel) 

erfolgte unter Einbeziehung des aus drei Messungen (n = 3) gemittelten CT-Wertes (CT ) der 

Referenz (R) und der Probe (P) unter Einbeziehung der genspezifischen Effizienz der PCR-

Reaktion (EG) gemäß folgender Formel:  

 

(1) Exrel = EG
( RCT  – PCT )  

 

Die empirische Standardabweichung des mittleren CT-Werts (sCT ) mit n = 3 (Dreifachansatz 

siehe 2.2.15.2) wurde gemäß folgender Formel berechnet: 

 

 

(2) sCT  = 

 

Die Standardabweichung der mittleren relativen Genexpression (sExrel) wurde unter 

Berücksichtigung des Gauß’schen Fehlerfortpflanzungsgesetzes (31) basierend auf der 

folgenden von Muller et al. beschriebenen Formel (237) berechnet:  

(3) sExrel = EG
( RCT  – PCT ) ·  
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Da die Effizienzbestimmung ebenfalls fehlerbehaftet ist und dies in Formel (3) nicht 

berücksichtigt ist, wurde zunächst der Standardfehler der Effizienz (sE) mit folgender Formel 

ermittelt, wobei ∆Steigung den Standardfehler der Regressionsgeraden darstell t:  

 

(4) sE =  

 

Der Gesamtfehler der mittleren relativen Genexpression (sExrel) wurde unter Berücksichtigung 

des Gauß’schen Fehlerfortpflanzungsgesetzes gemäß folgender Formel berechnet: 

 

(5) sExrel = EG
( RCT  – PCT ) ·  

 

Die Standardabweichung der mittleren relativen Genexpression aus Wiederholungs-

experimenten mit unterschiedlichen RNA-Proben (∆Exrel) wurde unter Berücksichtigung des 

Gauß’schen Fehlerfortpflanzungsgesetzes nach folgender Formel berechnet: 

 

 

(6) ∆Exrel = 

 

Zur Ermittlung von statistisch signifikanten Unterschieden in der Genexpression wurde ein Test 

auf Gleichheit durchgeführt (H0: µx = µy). Die Nullhypothese (H0) der Gleichheit wurde 

akzeptiert falls: 

andernfalls bestand ein signifikanter Unterschied mit einer Irrtumswahrscheinlichkeit (p-Wert) 

von < α/2. Der zα/2-Wert wurde aus der Gauß’schen Normalverteilung entnommen, da nicht die 

empirischen Varianzen, sondern die mittels Fehlerfortpflanzung bestimmten Standardfehler 

(∆Exrel) verwendet wurden.  

Die Bestimmung der empirischen Varianz und die Verwendung der von W.S. Gosset 

beschriebenen t-Statistik (121) erwies sich auf Grund der sehr geringen Stichprobenzahl (z. B. 

n = 3) als ungeeignet zur Bestimmung von statistisch signifikanten Unterschieden der 

Genexpression.  
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2.2.16 Bestimmung von 5' mRNA-Enden 

Eine Methode für die Bestimmung von 5' mRNA-Enden, d. h. der Transkriptionsstartpunkte von 

Genen, stellt die „Primer-Extension“-Analyse dar. Hierbei bindet ein meist radioaktiv-

markierter DNA-Primer etwa 100 pb stromabwärts des vermuteten Transkriptionsstartpunkts an 

die mRNA und wird mittels einer Reversen Transkriptase bis zum 5' mRNA-Ende verlängert. 

Wird mit diesem Primer zusätzlich eine radioaktive Sequenzierung durchgeführt, ermöglicht die 

parallele Auftragung der Sequenzierungsfragmente mit der cDNA auf einem Polyacrylamidgel 

nach der Detektion die Bestimmung der Länge als auch die relative Häufigkeit der cDNAs und 

somit der vermeintlichen Transkriptionsstartpunkte. Sekundärstrukturen in der mRNA können 

die Reverse Transkriptase zu einem vorzeitigen Abbruch der cDNA-Synthese zwingen, wodurch 

die cDNA das 5' mRNA-Enden nicht korrekt widerspiegelt. 

In der vorliegenden Arbeit wurde ein neues Verfahren entwickelt, das auf der „Primer-

Extension“-Analyse basiert, jedoch Primer verwendet, die an ihrem 5'-Ende mit dem 

Fluoreszenzfarbstoff 6-Carboxy-fluorescein Phosphoamidite (6-FAM) markiert waren. Die 

Detektion und Längenbestimmung der Fluoreszenz-markierten cDNAs erfolgte im POP-6™ 

Polymer (Applied Biosystems) durch Kapill arelektrophorese im ABI PRISM® 310 Genetic 

Analyzer (Applied Biosystems) mit Hilfe verschiedener Längenstandards und der GeneScan® 

Software (Version 3.1.2, PE Applied Biosystems). Für einen „Primer-Extension“-Ansatz 

wurden folgende Komponenten auf Eis zusammenpipettiert: 

Tabelle 2-15: „ Pr imer-Extension“ -Ansatz für eine Reaktion à 50 µl 

 Volumen Komponente Endkonzentration 
 x µl Gesamt-RNA 35 µg 

Ansatz 1 1 µl 6-FAM-Primer (0,5 mol/µl) 10 nM 
 ad 32 µl RNase-freies Wasser  
 5 µl 10 x RT-Puffer 1 x 
 5 µl dNTPs (je 2,5 mM) je 0,5 mM 

Ansatz 2 mischen 
 2 µl RNase Inhibitor (20 U/µl) 0,8 U/µl 
 6 µl Omniscript RT (4 U/µl) 0,5 U/µl bzw 24 U 

 

Zunächst wurde der Ansatz 1 (Tabelle 2-15) bei 65 °C für 5 min im Thermocycler denaturiert. 

Die Anlagerung des 6-FAM-ParC- oder 6-FAM-ParE-Primers erfolgte schrittweise (60 °C für 

1 min, 56 °C für 10 min, 50 °C für 1 min und 45 °C für 1 min). Der für 2 min auf 43 °C 

vorgewärmte Ansatz 2 (Tabelle 2-15) wurde zugefügt, durch vorsichtiges Pipettieren gemischt 

und für 60 min bei 43 °C inkubiert. Im Anschluss folgten 5 Zyklen (50 °C für 1 min, 53 °C für 

1 min und 56 °C für 1 min) Durch dieses Temperaturprofil sollten mögliche Sekundärstrukturen 

destabili siert werden bei gleichzeitig geringer Inaktivierung der Reversen Transkriptase (325). 



Material und Methoden 

40 

Im Anschluss wurde die RNA durch eine alkalische hydrolytische Spaltung entfernt (325). 

Hierzu wurden 1 µl 0,5 M EDTA gefolgt von 12,5 µl 0,2 M NaOH zugesetzt und für 5 min bei 

68 °C inkubiert. Nach einer Neutralisierung durch Zugabe von 12,5 µl 1 M Tris-HCl (pH 7,4) 

wurde die cDNA durch Zugabe von 1/10 Vol 3 M NaAc (pH 5,2) und 2,5 Vol Ethanol bei –

20 °C für 1 h gefällt. Die cDNA wurde bei 4 °C und 20.000 x g für 20 min abzentrifugiert, 

zweimal mit 0,5 ml 80 % Ethanol gewaschen und der Überstand nach der Zentrifugation (10 °C, 

20.000 x g für 10 min) vorsichtig mittels Vakuum abgesaugt. Das bei Raumtemperatur 

getrocknete Pellet wurde in 20 µl 1 mM Tris-Puffer, pH 8,5 aufgenommen. Zur Entfernung 

überschüssiger 6-FAM-Primer wurde die cDNA mittels QIAquick-Säulen gemäß (2.2.18.2) 

gereinigt und erneut wie oben beschrieben gefällt. Die gereinigte und pelletierte cDNA wurde in 

6 µl 1 mM Tris-Puffer, pH 8,5 aufgenommen. Für die Bestimmung der Fragmentlängen der 

cDNA wurden 2 µl, äquivalent zu 11 µg RNA in den folgenden Ansatz eingesetzt. 

Tabelle 2-16: Ansatz für die Fragmentlängenbestimmung 

Volumen Komponente 
10 µl HiDi Formamide 
0,5 µl GeneScan™ 500 TAMRA 

size standard 
3 µl 6-FAM-markierte cDNA 

 

Vor dem Auftragen auf die Kapill are wurde dieser Ansatz bei 90 °C für 2 min denaturiert. Die 

Auswertung der Fragmentlängen erfolgte anhand des TAMRA 500er Längenstandards 

(Fragmente von 75, 100, 139, 150, 160 200, 248, 300, 339 und 350 bp, die am 5'-Ende mit dem 

Fluoreszenzfarbstoff Carboxy-tetramethyl-rhodamin (TAMRA) markiert sind) und der 

GeneScan® Software (PE Applied Biosystems). Da die Laufeigenschaften von denaturierter 

DNA im POP6-Polymer auch sequenzabhängig sind, wurden zur Validierung der ermittelten 

Fragmentlängen definierte 6-FAM-Größenstandards der stromaufwärts von parC und parE 

liegenden Sequenzen verwendet. Diese in Tabelle 2-4 aufgelisteten 6-FAM-Größenstandards 

wurden mittels PCR hergestellt. 

2.2.17 Gelelektrophoretische Auft rennun g von DNA Fragmenten 

Um die Größe von linearisierten DNA-Molekülen zu ermitteln, werden diese im Agarosegel 

durch das Anlegen eines elektrischen Feldes getrennt. Aufgrund ihrer negativ geladenen 

Phosphatreste wandern DNA-Moleküle zur Anode. Die Agarosematrix bildet eine Art 

Molekularsieb, wodurch die Wanderung von größeren Fragmenten stärker behindert wird als 

von kleineren Molekülen. Die Laufstrecke der Moleküle ist dem Logarithmus der Basenpaare 

umgekehrt proportional.  

Der Agaroseanteil der Gele betrug 0,8-4 %, abhängig von der erwarteten Größe der 
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aufzutrennenden DNA. Für hochprozentige Gele wurde NuSieve 3:1 Agarose verwendet. Dazu 

wurde die Agarose in 0,5 x TAE-Puffer durch Aufkochen gelöst. Nach dem Abkühlen wurde 

Ethidiumbromid (10 mg/ml) zu einer Endkonzentration von 0,3 µg/ml zugegeben. 

Ethidiumbromid interkaliert in DNA-Doppelstränge, wodurch diese unter UV-Licht sichtbar 

werden. Nachdem das Gel polymerisiert war, wurde es mit 0,5 x TAE-Puffer überschichtet. Die 

Proben (meist 10 µl eines PCR-Anstzes) wurden mit 1/6 Vol Ladepuffer versetzt und 

aufgetragen. Es wurde ein elektrisches Feld von 3 V/cm angelegt, bis die Proben in das Gel 

eingelaufen waren, dann wurde die Feldstärke auf 5 V/cm erhöht. Nach dem Lauf wurden die 

DNA-Banden durch UV-Licht sichtbar gemacht und mit einer Videoanlage dokumentiert. Die 

Größe und Konzentration der DNA-Banden ließ sich mit Hilfe eines Markers (Smart Ladder) 

bestimmen, der separat auf das Gel aufgetragen wurde. 

2.2.18 Aufreinigung und Konzentrierung von DNA 

2.2.18.1 Extraktion von DNA-Banden aus Agarosegelen 

Für die Reisolierung kleinerer DNA-Fragmente (bis 1.000 bp) aus Agarosegelen wurde die 

entsprechende DNA-Bande unter UV-Licht mit einem sauberen Skalpell ausgeschnitten und in 

einem Falconröhrchen gewogen. Die Extraktion der DNA erfolgte mit dem QIAquick Gel 

Extraction Kit (QIAGEN, Hilden). Das Prinzip dieser Aufreinigung beruht auf der selektiven 

Bindung von Nukleinsäuren an Sili cagel-Membranen, wenn hohe Konzentrationen eines 

chaotropen Salzes vorliegen. Die Sili cagel-Membran der QIAquick Spin-SäuleTM kann bis zu 

10 µg DNA binden. Störende Komponenten wie Primer, Nukleotide, Polymerase, Salze, 

Agarosereste etc. werden ausgewaschen. 

Zu 100 mg Gelmatrix wurde 300 µl QX-1 Lösung pipettiert. Der Ansatz wurde 10 min im 

Wasserbad (50 °C) bis zur Auflösung der Agarose inkubiert. Anschließend wurde der Ansatz 

mit 1 Vol Isopropanol versetzt und stark geschüttelt. 

Die Suspension wurde auf eine QIAquick-Säule pipettiert und nach einer einminütigen 

Einwirkzeit bei 13.000 UpM zentrifugiert. Der Durchfluss wurde verworfen und die Säule mit 

500 µl QX-1 Lösung behandelt. Nach wiederholter Zentrifugation wurde der Durchfluss 

verworfen. Anschließend wurde die Säule mit 750 µl PE-Puffer gewaschen. Durch zweimaliges 

Zentrifugieren wurde restlicher Puffer von der Säule entfernt und diese an der Luft für 5 min 

getrocknet. Die Elution der DNA erfolgte mit 30 µl 1 mM Tris-Puffer, pH 8,5 nach einer 

5minütigen Inkubation bei Raumtemperatur. Die Elution wurde durch erneuten Auftrag des 

ersten Eluats wiederholt, wodurch sich die Ausbeute um 15 % erhöhte. 
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2.2.18.2 Isolierung von DNA aus Reaktionsansätzen 

Für die Konzentrierung und Reinigung von DNA aus Reaktionsansätzen (z. B. PCR, 

Restriktionsverdau) wurde der Ansatz mit 5 Vol PB-Puffer gemischt und auf eine QIAquick-

Säule gegeben. Nach Zentrifugation (1 min, 13.000 UpM) wurde die Durchflussfraktion 

verworfen. Das Waschen der Säule und die Elution der DNA erfolgte wie unter 2.2.18.1 

beschrieben. 

2.2.18.3 Reinigung und Konzentrierung von DNA durch Ethanolfällung 

Die DNA wurde durch Zugabe von 0,1 Vol 3 M NaAc (pH 5,4) und 2 Vol Ethanol (100 %) für 

20 min bei –20 °C gefällt. Die gefällte DNA wurde durch eine erste 30minütige Zentrifugation 

bei 20.000 x g und 4 °C pelletiert. Das Ethanol wurde vorsichtig mittels Vakuum abgesaugt und 

das Pellet mit 400 µl 70 % Ethanol gewaschen. Nach einer erneuten Zentrifugation (10 min, 

20.000 x g) wurde der Überstand wieder vorsichtig mittels Vakuum abgesaugt, das DNA-Pellet 

bei 37 °C getrocknet und in dem gewünschten Volumen TE-Puffer oder 1 mM Tris-HCl 

(pH 8,5) resuspendiert. 

2.2.19 Enzymatische Modifikation von DNA 

2.2.19.1 Restriktionsverdau 

Im Rahmen der Konstruktion rekombinanter Plasmide wurde die DNA mit Typ II 

Restriktionsendonukleasen verdaut, die eine spezifische palindrome Basensequenzen erkennen 

und innerhalb dieser schneiden. Durch die Hydrolyse entstehen glatte (blunt) oder kohäsive 

(sticky) Enden die eine erneute Verknüpfung ermöglichen.  

Der Restriktionsverdau erfolgte gemäß dem Ansatz in Tabelle 2-17 

Tabelle 2-17: Restr iktionsansatz 

Volumen Komponente 
x µl DNA (0,25-1 µg/µl) 
y µl Restriktionsenzym (10 U/µl) 
1/10 10 x Restriktionspuffer 
z µl aqua dest 

 

Die Enzymmenge (Units), die für einen vollständigen Verdau der DNA benötigt wird, ist von 

der Größe und Menge der DNA, der Anzahl der vorhandenen Schnittstellen sowie der 

Inkubationsdauer abhängig und wurde nach folgender Formel berechnet:  

UnitEnzym =   
hllenSchnittsteDNAbp

DNA� �llenSchnittste
� � � 	

bp48500

DNA

DNA

⋅⋅
⋅⋅

λ

)(
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Für den Verdau von Plasmiden aus Minipräparationen wurde die dreifache, für den Verdau von 

PCR-Produkten die fünffache Menge der errechneten Units eingesetzt. Der Ansatz wurde bei 

37 °C für 1 h inkubiert; für PCR-Produkte betrug die Inkubationsdauer 3 bis 5 h. Die Reaktion 

wurde durch Erhitzen auf 65 °C für 15 min gestoppt. 

2.2.19.2 Ligation 

Die Ligation kohäsiver, kompatibler Enden des DNA-Fragments und des Vektors erfolgte mit 

dem Rapid DNA Ligation Kit (Roche, Mannheim). Durch DNA-Ligase wird in einer ATP-

anhängigen Reaktion die Bildung von Phosphodiesterbindungen zwischen 5'-Phosphat- und 

3'-Hydroxylende katalysiert. Um eine Religation des geschnittenen Vektors zu verhindern, 

wurde dieser zuvor mit alkalischer Phosphatase (SAP) dephosphoryliert. Der 

Dephosphorylierungsansatz wurde gemäß Tabelle 2-18 angesetzt.  

Tabelle 2-18: Dephosphorylierungsansatz 

Volumen Komponente 
x µl Vektor DNA (15 ng) 
0,3 µl Dephosphorylierungs-

Puffer (10 x) 
1 µl SAP 
ad 2,9 µl aqua dest 

 

Der Dephosphorylierungsansatz wurde 15 min bei 37 °C inkubiert und anschließend 20 min bei 

65 °C deaktiviert. Der nachfolgende Ligationsansatz wurde gemäß Tabelle 2-19 angesetzt. 

Dabei wurde vor Zugabe des Ligationspuffers und der Ligase jeweils kräftig gemischt. 

Tabelle 2-19: L igationsansatz 

Volumen Komponente 
2,9 µl Vektor DNA 

(Dephosphorylierungsansatz) 
y µl Insert-DNA (82-100 ng) 
1,9 µl DNA-Dilution buffer (5 x) 
ad 9,5 µl aqua dest 
10 µl Ligation buffer (2 x) 
  1 µl T4 Ligase 

 

Aufgrund des Größenverhältnisses zwischen Vektor (pBR322, pMAK507) und Insert (928 bp) 

von 4,6-6,1:1 wurde ein molares Verhältnis für Vektor zu Fragment von 1:1 gewählt, wobei die 

Gesamtmenge an DNA im Ansatz 100 ng betrug. Der Ligationsansatz wurde 10 min bei 

Raumtemperatur inkubiert. Für die anschließende Transformation in CaCl2-kompetente Zellen 

wurden 50 ng des Ligationsansatzes zu 100 µl Zellen gegeben. Für eine Transformation in 

elektro-kompetente Zellen wurde der Ligationsansatz zunächst entsalzt (2.2.20) und dann 

1/10 Vol (10 ng) zu 50 µl Zellen gegeben. 
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2.2.20 Entsalzung des Li gationsan satzes 

Soll li gierte DNA mittels Elektroporation (2.2.22.4) in die Zellen eingeschleust werden, so muss 

gewährleistet sein, dass der Ligationsansatz minimale Salz-Konzentrationen enthält, da es 

ansonsten zu einem Spannungsbogen in der Elektroporationsküvette kommt und diese zerstört 

wird. Die Entsalzung des Ligationsansatzes erfolgte mittels QIAquick Säulen, gemäß der 

Aufreinigung von DNA-Fragmenten (2.2.18.2).  

2.2.21 Präparation von Plasmid-DNA mittels alkalisch er Lysis  

Das Prinzip der alkalischen Lysis beruht darauf, dass bei einem stark alkalischen pH die 

genomische DNA vollständig denaturiert, indem sich die Einzelstränge weit voneinander 

entfernen. Die Plasmid-DNA zeichnet sich durch ihre supercoiled-Konformation aus, so dass bei 

einem alkalischen pH die Wasserstoffbrücken zwischen den Basen zwar aufgebrochen werden, 

aber die DNA-Einzelstränge in räumlicher Nähe zueinander bleiben. Bei einer anschließenden 

Neutralisation können die Plasmid-DNA-Stränge korrekt renaturieren, während die 

genomischen DNA-Einzelstänge nicht komplementär zum Doppelstrang hybridisieren und bei 

einer Zentrifugation als Pellet entfernt werden. Für die Präparation von „low copy“-Plasmiden 

mit dem pMB1 Replikations-System wie pBR322 wurde die Kopienzahl erhöht, indem nach 

dem Erreichen einer OD560 = 0,5 Chloramphenicol (20 µg/ml) zur Kultur zugegeben wurde 

(103). 

2.2.21.1 Plasmid-Minipräparation mittels Sili cagel-Säulen 

3-5 ml ÜN-Kultur werden 10 min bei 4.000 x g in Falcon-Röhrchen abzentrifugiert. Das 

Zellpellet wurde in 250 µl Puffer P1 + RNase (20 mg/ml) resuspendiert, wodurch ein Aufbruch 

der Zellen erzielt wird. Es wurden 250 µl alkalischer Puffer P2 zugesetzt. Der Ansatz wurde 

vorsichtig durch Invertieren gemischt und für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Durch 

Zugabe von 350 µl eisgekühlten Neutralisationspuffer P3 wurde die genomische DNA 

ausgefällt und bei der anschließenden Zentrifugation (10 min, 13.000 UpM) sedimentiert. 

Die Extraktion der Plasmid-DNA aus dem Überstand erfolgte mittels einer QIAquick Spin-

SäuleTM (QIAGEN, Hilden) wie bereits unter 2.2.18.1 beschrieben mit folgender Modifikation: 

Der Plasmid-haltige Überstand wurde auf die Säule pipettiert und für 60 s bei 13.000 Upm 

abzentrifugiert. Der Durchfluss wurde verworfen und 500 µl PB-Puffer auf die Säule appliziert. 

Das Waschen der Säule und die Elution der Plasmid-DNA erfolgte wieder gemäß 2.2.18.1. 
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2.2.21.2 Plasmid-Minipräparation modifiziert nach BIRNBOIM und DOLLY  

Zur Überprüfung von Plasmid-DNA nach einer Transformation wurde eine nach Birnboim & 

Dolly (32) modifizierte Präparation vorgenommen. Wie in der vorangehenden Methode wird die 

Suspension bis zum Puffer P3 entsprechend behandelt. Der Plasmid-haltige Überstand wurde 

mit 500 µl Phenol/Chloroform (1:1) ausgeschüttelt. An der Phasengrenze findet die 

Proteindenaturierung statt. Die Phasen wurden durch 10 min Zentrifugation bei 13.000 UpM 

entmischt und die wässrige obere Phase weiter verwendet.  

Zur Fällung der DNA wurde der Ansatz mit 1 Vol eiskaltem absolutem Ethanol versetzt und 

3 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach einer 15minütigen Zentrifugation bei 20.000 x g 

wurde der Überstand abdekantiert und das DNA-Pellet mit 2 Vol 70%igem Ethanol gewaschen. 

Nach einer erneuten Zentrifugation bei 20.000 x g wurde das DNA-Pellet im Vakuum 

getrocknet und in 30 µl TE-Puffer, versetzt mit RNAse (20 µg/ml) resuspendiert. Die Lagerung 

von isolierter Plasmid-DNA erfolgte bei –20 °C. 

2.2.21.3 Plasmid-Midipräparation 

Je nach Kopienzahl des Plasmids wurde ein unterschiedliches Kulturvolumen beimpft. Im Falle 

eines „low copy“-Vektors wurden 100 ml Kultur angeimpft. Die Zellernte erfolgte bei 4.000 x g 

und 4 °C für 10 min. Das Zellpellet wurde in 4 ml P1-Puffer resuspendiert, der mit RNase 

(100 µg/ml) versetzt war. Nach Zugabe von 4 ml des alkalischen P2-Puffers wurden die Zellen 

für maximal 5 min bei Raumtemperatur lysiert. Zur Neutralisation wurden 4 ml eiskalter P3-

Puffer zugegeben, der Ansatz sorgfältig gemischt und 15 min auf Eis gelagert. Durch zwei 

Zentrifugationsschritte bei 15.000 x g und 4 °C für 30 min bzw. 15 min wurde ein klarer 

Überstand gewonnen.  

Die Isolierung der Plasmid-DNA aus dem Überstand erfolgte durch Bindung an ein Anionen-

Austauscher-Harz mit positiv-geladenen DEAE-Gruppen (Qiagen-tip 100 Säule, QIAGEN, 

Hilden). Die Säule wurde zunächst mit 4 ml QBT-Puffer konditioniert. Der klare Überstand 

wurde auf die Säule pipettiert, die anschließend zweimal mit 10 ml QC-Puffer gewaschen 

wurde. Die Elution der DNA erfolgte mit 5 ml QF-Puffer. Das Eluat wurde anschließend mit 

3,5 ml Isopropanol bei Raumtemperatur gefällt und durch Zentrifugation für 30 min bei 

15.000 x g und 4 °C sedimentiert. Das DNA-Pellet wurde mit 2 ml 70%igem Ethanol 

gewaschen und wiederum für 10 min bei 15.000 x g und 4 °C zentrifugiert. Der Überstand 

wurde vorsichtig abdekantiert, das DNA-Pellet bei 37 °C für 30 min getrocknet und in 1 mM 

Tris-HCl (pH 8,5) resuspendiert. 
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2.2.22 Herstellung kompetenter Bakterien und Transformation 

2.2.22.1 Herstellung kompetenter Bakterien nac h der CaCl2-Methode 

Bei der Transformation wird freie DNA aus der Umgebung der Bakterienzelle aufgenommen. 

Um isolierte DNA mittels Transformation in die Zellen einzubringen, gibt es mehrere 

experimentelle Möglichkeiten. Eine Möglichkeit besteht darin, die DNA-Aufnahmebereitschaft 

der Zellen (Kompetenz) durch eine Vorbehandlung mit bivalenten Kationen und Aufbewahrung 

in Kälte zu erhöhen. Zur Herstellung kompetenter Zellen nach der CaCl2-Methode (65) wurde 

eine Übernachtkultur 1:200 in 25 ml N I-Medium verdünnt und bei 37 °C bis zu einer OD546 

von 0,4 geschüttelt. 20 ml Bakteriensuspension wurden 5 min auf Eis abgekühlt und 

anschließend 5 min bei 4.000 x g und 4 °C abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in 0,5 Vol 

(10 ml) eiskalter 0,1 M CaCl2-Lösung resuspendiert und 30 min auf Eis inkubiert. Nach erneuter 

Zentrifugation wurde das Pellet in 1 ml eiskalter 0,1 mM CaCl2-Lösung resuspendiert und 24 h 

bei 4 °C gelagert. 

2.2.22.2 Transformation nac h der Methode von HANAHAN 

Zellen, die mit CaCl2 kompetent gemacht wurden (2.2.22.1), werden nach 24 h Lagerung im 

Kühlschrank für die Transformation eingesetzt. Die Transformation wurde in eisgekühlten 

15 ml Falcon-Röhrchen durchgeführt. 

Für die Transformation nach Hanahan (129) wurden 100 µl kompetente Zellen mit 50 ng 

Plasmid-DNA vorsichtig gemischt. Um die Transformationseffizienz zu steigern wurden dem 

Ansatz 1,7 µl β-Mercaptoethanol (1,42 M) zugegeben, so dass es in einer Endkonzentration von 

25 mM vorlag. Es folgte eine 30minütige Inkubation auf Eis, während der sich DNA an die 

Cytoplasmamembran anlagert. Anschließend wurde der Ansatz für 90 s bei 42 °C inkubiert. Der 

Hitzeschock verursacht eine erhöhte Fluidität der Membran, wodurch die Aufnahme der DNA in 

die Zelle erleichtert wird. Die Zellen wurden 1-2 min auf Eis abgekühlt und 1 h in 900 µl 

vorgewärmten LB-Medium bei 37 °C im Rolli nkubator inkubiert. In dieser Regenerationsphase 

kommt es zur phänotypischen Ausprägung der Plasmid-vermittelten Antibiotika-Resistenzen. 

Anschließend wurden 100 µl Zellen auf Selektionsplatten ausplattiert. Als Negativkontrolle 

wurden nicht-transformierte kompetente Zellen auf Selektionsplatten ausplattiert. 
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2.2.22.3 Herstellung elektrokompetenter Zellen 

Eine ÜN-Kultur wurde 1:250 in 500 ml LB-Medium verdünnt und bei 37 °C bis zu einer OD546 

von 0,5 bis 0,6 geschüttelt. Anschließend wurde die Bakteriensuspension 15 min auf Eis 

gelagert und in zwei Fraktionen zu je 250 ml 12 min bei 4.000 x g und 4 °C abzentrifugiert. 

Nach abdekantieren des Überstands wurde das Zellpellet im Restüberstand resuspendiert und 

auf Eis gestellt. Die Bakteriensuspension wurde dann mit 1 Vol (250 ml) eiskaltem sterilen H2O 

versetzt und 12 min bei 4.000 x g und 4 °C abzentrifugiert (1. Waschung). Nach Abdekantieren 

des Überstandes und vorsichtiger Resuspension im Restüberstand wurden 0,5 Vol eiskaltes 

10 % Glycerin zugegeben und 12 min bei 4.000 x g und 4 °C abzentrifugiert (2. Waschung). 

Das Zellpellet wurde nun in 15 ml eiskaltem 10 % Glycerin vorsichtig resuspendiert und 12 min 

bei 4.000 x g und 4 °C abzentrifugiert (3. Waschung). Im Restüberstand (400-500 µl) wurde das 

Pellet nun vorsichtig resuspendiert und zu 50 µl in vorgekühlten Reaktionsgefäßen aliquotiert. 

Die Reaktionsgefäße wurden dann in -70 °C kaltem Methanol schockgefroren und die 

elektrokompetenten Zellen bei -70 °C gelagert. Die Zelldichten betrugen zwischen 2,5 x 109 und 

3,5 x 1010 Zellen/ml. 

2.2.22.4 Elektropo ration 

DNA-Transformation durch Elektroporation nach Dower et al. (81) stellt eine weitere sehr 

effiziente Methode zur Einschleusung von fremder DNA in die Zelle dar. Dazu wird ein Ansatz 

mit entsalzter DNA und elektrokompetenten Zellen kurzzeitig einer hohen elektrischen 

Spannung von 2 kV ausgesetzt. Elektrische Felder induzieren in der Membran eine erhöhte 

Permeabili tät für Makromoleküle, so dass während des elektrischen Impulses DNA ins 

Zelli nnere diffundieren kann. 

50 µl elektrokompetente Zellen (2.2.22.3) wurden auf Eis aufgetaut, 10 ng entsalzte Plasmid-

DNA zupipettiert, vorsichtig gemischt und 15 min auf Eis inkubiert. Das Gemisch wurde in eine 

vorgekühlte 0,2 cm Elektroporationsküvette pipettiert und mit dem Gene-Pulser (Biorad, 

München) ein elektrisches Feld von 2,5 kV bei einer Kapazität von 25 µF und einem 

Widerstand von 200 Ω angelegt. Unmittelbar nach dem elektrischen Impuls (Zeitkonstante: 

4-5 ms) wurde die Küvette mit 900 µl vorgewärmtem LB-Medium gespült, die Bakterien-

suspension in ein Reagenzglas überführt und 1 h bei 37 °C im Schüttler regeneriert. Je 100 µl 

Zellen wurden auf Selektionsplatten ausplattiert. Um die Überlebensrate der Bakterien nach dem 

elektrischen Impuls zu bestimmen, wurde eine entsprechende Verdünnungsstufe der 

elektrotransformierten Bakterien auf eine Platte ohne Selektionsantibiotikum ausplattiert. Als 

Positivkontrolle für die Elektroporation wurde zirkulärer Vektor in die Zellen eingeschleust. 



Material und Methoden 

48 

2.2.23 In-vitro-Mutagenese 

Die in dieser Arbeit verwendete Methode zur in-vitro-Mutagenese basiert auf einem DNA-

Austausch durch homologe Rekombination mit dem von Hamilton et al. beschriebenen 

rekombinanten Plasmid pMAK705 (128) und wurde, wie von Hüllen beschrieben (164), 

modifiziert. Das rekombinante Plasmid pMAK705 ist unter hohen Temperaturen (42 °C) nicht 

in der Lage sich zu replizieren und kann daher unter solchen Temperaturen nur nach einer 

Integration ins Chromosom existieren. Diese Integration wird durch homologe Rekombination 

zwischen chromosomalen Genabschnitten und klonierten homologen DNA-Sequenzen auf dem 

Plasmid ermöglicht. Als Selektionsmarker besitzt das Plasmid ein Gen, das Chloramphenicol-

Resistenz vermittelt. 

Die Stämme RFM443 und DE112 wurden mit dem rekombinanten Plasmid pMAK705-242 

(2.2.23.1) via Elektroporation (2.2.22.4) transformiert und auf LB-Agar mit 25 µg/ml Clm 

selektiert. Zehn Kolonien wurden in 100 ml LB-Medium mit 25 µg/ml Clm suspendiert und für 

4 h bei 43 °C und 225 UpM inkubiert. Unter diesen Bedingungen vermehren sich nur solche 

Zellen, die das Plasmid durch homologe Rekombination in das Chromosom integriert haben, 

jedoch mit geringerer Wachstumsrate. Anschließend wurde eine 1:1000 Verdünnung für 6 h bei 

43 °C inkubiert und dieser Schritt zweimal wiederholt. Nachfolgend wurde eine Bestimmung 

der Zellzahl und der Anzahl der Kointegrate durchgeführt, indem geeignete Verdünnungen auf 

LB-Agarplatten mit Clm bei 30 °C und 43 °C ÜN inkubiert wurden. 

Aus der letzten Flüssigkultur wurde wiederum eine 1:1000 Verdünnung in LB-Medium mit 

25 µg/ml Clm hergestellt und bei 30 °C für 4 h inkubiert. Diese Temperatursenkung ermöglicht 

das Auskreuzen des Plasmids und durch die höhere Wachstumsrate dieser Zellen eine 

entsprechende Selektion. Durch drei weiteren Passagen bei 30 °C für 4 h wurden solche Zellen 

angereichert. Geeignete Verdünnungen wurden auf LB-Agar mit 30 µg/ml Clm ausplattiert, bei 

30 °C ÜN inkubiert und anschließend 1/10 einer Kolonie mit einem Zahnstocher in die 

Vertiefung einer Mikrotiterplatte mit 100 µl LB-Medium gegeben. Mit Hilfe eines 

Replikastempels, an dem 1 µl haftet, wurde nun 2 x sukzessive 1:100 in LB-Medium verdünnt. 

Aus der letzten 1:10000 Verdünnung wurden mit dem Replikastempel zwei LB Agarplatten 

(25 µg/ml Clm) beimpft und bei 30 °C bzw. 43 °C inkubiert. Parallel wurden zwei 

Antibiotikum-freie LB-Agarplatten beimpft und analog inkubiert. Aufgrund der höheren 

Sensitivität von DE112 erfolgten alle Selektionen nur mit 6 µg/ml Clm. 

Isolierung von Mutanten 

Zur Eliminierung des Plasmids wurde die Mikrotiterplatte für 4 h ohne Selektionsdruck bei 

43 °C inkubiert und dieser Vorgang nach einer 1:100 Verdünnung zweimal wiederholt. Auf 

diese Weise wurden Plasmid-freie Zellen angereichert, da erneute Kointegrate langsamer 

wachsen. Anschließend wurden nach geeigneter Verdünnung mit dem Replikastempel LB-
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Agarplatten mit steigenden Konzentrationen von Cip (0,0125-1 µg/ml), sowie mit Clm 25 µg/ml 

bzw. 6 µg/ml beimpft. Als positive Klone wurden Kolonien gewertet, die nicht auf Clm-Platten 

jedoch unter Ciprofloxacinkonzentrationen wuchsen, die dem 4-8fachen der MHK des Wildtyps 

entsprachen. Entsprechende Mutanten wurden anschließend sequenziert. 

2.2.23.1 Herstellung des r ekom binanten Plasmids pMAK705-242 

Mittels High-fidelity-Polymerase (Roche, Mannheim) und den Primern GyrA-242-5 und GyrA-

242-3 wurde aus E. coli  4917 ein Fragment amplifiziert, dass die gyrAS83W-Mutation trägt und 

von BamHI-Restriktionsseiten flankiert ist. Nach einem Restriktionsverdau mit BamHI 

(2.2.19.1) wurde das Fragment zunächst mit pBR322 ligiert (pBR322-242) und in E. coli  JM109 

transformiert, um das Fragment zu sichern. Das gyrA BamHI-Fragment wurde aus pBR322-242 

isoliert (Restriktionsverdau mit BamHI und Extraktion aus Agarosegel) und in die BamHI-Seite 

innerhalb der Polylinker-Region von pMAK705 subkloniert. Die Selektion positiver Klone 

erfolgte durch „blue-white“-Screening (215). Hierdurch entstand das rekombinante Plasmid 

pMAK705-242 (Abb. 2-2), das in E. coli  JM109 und die Stämme RFM443 und DE112 

transformiert wurde. Die gyrAS83W-Mutation im PCR-Fragment und in pMAK705-242 wurde 

durch eine Sequenzierung verifiziert. 

Abb. 2-2: Plasmidkarte von pMAK705-242; cat, Chloramphenicol-Acetyltransferase; rep (ts), 
Temperatur-sensitives Replikon 

2.2.24 Sequenzierung von DNA 

Die Methode zur DNA-Sequenzierung beruht auf dem Kettenabbruchverfahren nach Sanger et 

al. (288). Bei der heute verwendeten Variante wird der zu sequenzierende DNA-Abschnitt in 

vitro durch eine PCR-Reaktion, das Cycle-Sequencing, vervielfältigt. Neben dem DNA-

Template, der DNA-Polymerase, einem geeigneten Primer und den vier Desoxyribonukleosid-

triphosphaten (dNTPs) enthält der PCR-Ansatz als zusätzliche Komponenten 2´,3´-
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Didesoxyribonukleosidtriphosphate (ddNTPs). Aufgrund der fehlenden OH-Gruppe am C-3-

Atom, sind diese nicht in der Lage eine Phosphodiesterbindung auszubilden, so dass ihr Einbau 

zum Kettenabbruch führt. Da dieser Syntheseabbruch statistisch auftritt, kommt es zur Bildung 

von DNA-Fragmenten aller möglichen Kettenlängen mit definiertem 5'-Ende. 

Die DNA-Fragmente werden durch Kapill arelektrophorese mit dem automatischen DNA-

Sequenziergerät ABI PRISM 310 Genetic Analyzer (Applied Biosystems, Weiterstadt) 

aufgetrennt. Da die ddNTPs mit vier unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen markiert sind, 

kann die Cycle-Sequencing Reaktion in einem einzigen Ansatz durchgeführt werden, mit Hilfe 

eines Lasers werden die Fragmente mit den unterschiedlichen Enden detektiert. Aus der Abfolge 

der auftretenden basenspezifischen Farbsignale ergibt sich die Basensequenz der untersuchten 

DNA-Probe. Die Umsetzung der Farbsignale in die Basenabfolge erfolgt mit Hilfe eines 

Rechners und entsprechender Software (ABI-CE1, Version 3.0, Perkin Elmer Corporation, 

Foster City, USA).  
 

Folgender Reaktionsansatz wurde für das Cycle Sequencing eingesetzt: 

Tabelle 2-20: Reaktionsansatz für das Cycle Sequencing 

Volumen Komponente 
4 µl Ready Reaction Mix V1.1 
x µl DNA-Template: 

20-100 ng (PCR-Fragmente) 
1-1,5 µg (Plasmide) 

1 µl Primer (10 pmol/µl) 
1 µl DMSO (optional) 
ad 20 µl aqua dest 

 

Tabelle 2-21: Temperaturprofil  

Denaturierung: 96 °C 2 min  
    
Denaturierung: 96 °C 10 s  
Anlagerung: 45-60 °C 5 s 25 x 
Verlängerung: 60 °C 4 min  

 

Zur Aufreinigung der Proben wurde eine Ethanol-Acetat Fällung durchgeführt. Zu jedem Ansatz 

wurden 80 µl H2O, 10 µl 3 M NaAcetat, pH 4,8 und 250 µl 100 % Ethanol gegeben. Darauf 

folgte eine erste 30minütige Zentrifugation bei 20.000 x g und Raumtemperatur. Das Pellet 

wurde mit 400 µl 70 % Ethanol gewaschen, erneut zentrifugiert (5 min, 20.000 x g), der 

Überstand vorsichtig mittels Vakuum abgesaugt und danach vor Licht geschützt bei 37 °C 

getrocknet. Vor dem Auftragen auf die Kapill are wurden die getrockneten Proben in 20 µl 

Template Suppression Reagent (TSR) aufgenommen und bei 90 °C für 2 min denaturiert. 
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3 Ergebnisse 

3.1 Zelluläre Effekte nach Hemmung von Topo isomerase IV oder Gyrase 

Für verschiedene Topoisomeraseinhibitoren sollten die Auswirkungen auf die Zellmorphologie, 

das Zellwachstum und die Lebensfähigkeit in Abhängigkeit von der gehemmten Zielstruktur 

(Topoisomerase IV oder Gyrase) und von der Zellphysiologie (Wachstums- und 

Zellteilungsaktivität) untersucht werden. 

Topoisomerase IV (Topo IV) ist in E. coli  die sekundäre, Gyrase die primäre Zielstruktur für die 

klinisch bedeutsamen Antibiotika aus der Klasse der Chinolone. Die zellulären Auswirkungen 

einer Hemmung von Topo IV durch Chinolone lassen sich daher nur untersuchen, wenn Gyrase 

durch entsprechende Mutationen unempfindlich gegenüber diesen Hemmstoffen wird. Für die 

vorliegende Arbeit wurden daher entsprechende E. coli -Stämme ausgewählt bzw. konstruiert, in 

denen durch eine Einzelmutation in gyrA, z. B. gyrAS83L (M I), oder gyrAS83W (RFM443-242.1) 

bzw. durch eine Doppelmutation gyrAS83L, D87G (WT-3-1) nunmehr Topo IV die bevorzugte 

Zielstruktur für Chinolone darstellt. Stamm WT-3-1 bot gegenüber M I oder RFM443-242.1 den 

Vorteil, dass aufgrund seiner gegenüber Chinolonen unempfindlicheren Gyrase diese 

Zielstruktur auch bei höheren Konzentrationen nicht gehemmt wird. Im Vergleich hierzu sollten 

die zellulären Effekte nach einer Hemmung von Gyrase mittels des Stamms WT-4 erfasst 

werden, der aufgrund einer parCS80I-Mutation eine gegenüber Chinolonen unempfindliche 

Topo IV besitzt. Mit diesen Stämmen sollte zudem die Wirkungsweise anderer Inhibitoren, wie 

Etoposid oder Rutin, sowie ihre mögliche Präferenz für Topo IV oder Gyrase untersucht 

werden.  

3.1.1 Charakterisierung der verwendeten Stämme  

3.1.1.1 Bestimmung von Generationszeiten 

Für Substanzen wie Chinolone oder β-Laktamantibiotika, die ihre bakterizide Wirkung in 

Abhängigkeit von aktiver Zellteilung entfalten, besteht eine positive Korrelation zwischen der 

Rate der Zellteilung und des Absterbens. Da Mutationen in den Genen der Topoisomerasen die 

Generationszeit eines Stamms beeinflussen können (15), wurde zunächst die Generationszeit der 

verwendeten Stämme gemäß 2.2.3 bestimmt. 

Für E. coli  WT (137) und die daraus durch in vitro Mutagenisierung hergestellten Stämme 

WT-4 (parCS80I) (15) und WT-3-1 (gyrAS83L, D87G) (14) wurden identische Generationszeiten 

ermittelt (Tab. 3-1). Ein Einfluss dieser Mutationen auf die Wachstumsphasen in einer 

Batchkultur war zudem nicht erkennbar. 
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Tabelle 3-1: Mit Resistenz gegenüber Chinolonen assoziierte Mutationen und Generationszeiten (g) 
von E. coli  WT und isogenen Mutanten 

Mutationen Stamm 
E. coli  gyrA parC marCORAB 

g [min] 

WT – – – 16a 
WT-4 – S80I n.b. 16b 
M I S83L – – 19c 

WT-3-1 S83L, D87G – – 16b 
M III  S83L, D87G S80I marR ∆74 bp 32c 

M III- 300 S83L, D87G S80I marR ∆74 bp 19c 
a Mittelwert aus 8 unabhängigen Bestimmungen, σ = 1,2; b in zwei unabhängigen Experimenten identisch 
zu WT bestimmt; c (n≥2), bestimmt durch A. Schulte (Dissertation, 2001) 
 
Die in vitro selektierten Stämme M I (137) und M III- 300 (299) wiesen mit 19 min eine 

signifikant (p = 0,023) verlängerte, M III (137) sogar eine verdoppelte Generationszeit 

gegenüber WT auf. 

3.1.1.2 Empfindlichkeit gegenüber Topo isomeraseinhibitoren 

Die Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration (siehe 2.2.6.1) verschiedener 

Topoisomeraseinhibitoren diente der Festlegung von subinhibitorischen, bakteriostatischen und 

bakteriziden Konzentrationen für die Verwendung in Absterbekinetiken und 

Genexpressionsstudien. Des Weiteren sollte der Einfluss der in den Stämmen vorhandenen 

Mutationen auf die Empfindlichkeit gegenüber diesen Hemmstoffen ermittelt werden. Tabelle 3-

2 zeigt die in Mikrodilution bestimmte minimale Hemmkonzentration (MHK) ausgewählter 

Topoisomeraseinhibitoren, die zugleich der minimalen bakteriziden Konzentration (2.2.6.3) 

entsprach, welche nach 24 h zu einer Keimzahlreduktion von > 99,9 % führte.  

 

Tabelle 3-2: In Mikrodilution bestimmte MHK-Werte verschiedener Inhibitoren von Topo IV und 
Gyrase für E. coli  WT und isogene Mutanten 

MHK [µg/ml] Antibiotikum 
WT WT-4 M I WT-3-1 

Pipemidsäure 2 1 16 16 
Nalidixinsäure 2 2 256 64 
Norfloxacin 0,125 0,0625 1 1 
Ciprofloxacin 0,0156 0,008 0,5 0,25 
Moxifloxacin 0,125 0,125 1 0,5 
Novobiocin 64 32 64 64 
Rutin >1024 >1024 >1024 >1024 
Etoposid >1024 >1024 n.b. >1024 

 

Der Austausch von Aminosäuren in der A-Untereinheit von Gyrase (GyrAS83L) bzw. 

(GyrAS83L, D87G) bewirkte in den Stämmen M I bzw. WT-3-1 einen Anstieg der MHK je nach 

eingesetztem Chinolon um den Faktor 4 bis 32 (bei M I gegenüber Nalidixinsäure sogar um den 
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Faktor 128). Im Vergleich zu WT zeigte WT-4 eine erhöhte Empfindlichkeit gegenüber 

Pipemidsäure, Norfloxacin, Ciprofloxacin und Novobiocin. Die Einzelmutante M I zeigte 

ihrerseits im Vergleich zur Doppelmutante WT-3-1 eine geringere Empfindlichkeit gegenüber 

Nalidixinsäure, Ciprofloxacin und Moxifloxacin. Um diese in Mikrodilution ermittelten 

Empfindlichkeitsunterschiede zwischen M I und WT-3-1 einerseits und WT und WT-4 

andererseits von nur einer Verdünnungsstufe, was dem Streuungsbereich der Methode 

entspricht, zu verifizieren, wurde die Empfindlichkeit gegenüber Norfloxacin und Ciprofloxacin 

zusätzlich über Gradientenplatten (2.2.6.2) bestimmt. Dieses Verfahren ermöglicht eine feinere 

Differenzierung der Empfindlichkeiten und bestätigte, wie Tabelle 3-3 zeigt, die in 

Mikrodilution ermittelten Unterschiede. Gegenüber Rutin und Etoposid wiesen alle Stämme 

eine verringerte Empfindlichkeit (MHK >1024 µg/ml) auf. 

Tabelle 3-3: Über Gradientenplatten (2.2.6.2) bestimmte MHK-Werte 

MHK [µg/ml] Antibiotikum 
WT WT-4 M I WT-3-1 

Norfloxacin 0,054 0,01 0,6 0,6 
Ciprofloxacin 0,008 0,0046 0,21 0,125 

 

Um zu prüfen, ob die im Vergleich zu WT größere Empfindlichkeit von WT-4 gegenüber 

Novobiocin auf einer erhöhten Akkumulation der Substanz, z. B. durch einen verminderten 

Efflux, beruht, wurden alle Stämme auf die Empfindlichkeit gegenüber weiteren bekannten 

Substraten von Effluxpumpen (90, 227) getestet, von denen einige in Tabelle 3-4 erfasst sind.  

Tabelle 3-4: Mittels Mikrodilutionsverfahren bestimmte MHK-Werte ausgewählter Substrate von 
Eff luxpumpen für E. coli  WT und isogene Mutanten 

MHK [µg/ml] Antibiotikum 
WT WT-4 M I WT-3-1 

Cefoxitin 8 2 8 8 
Ticarcilli n 4 2 4 4 
Chloramphenicol 8 4 8 8 
Tetracyclin 2 2 4 2 
Gentamicin 0,5 0,5 1 0,5 
Kanamycin 2 2 4 2 
Streptomycin 4 4 8 4 

 

Demnach wies WT-4 eine erhöhte Empfindlichkeit gegenüber Cefoxitin, Ticarcilli n und 

Chloramphenicol sowie weiteren 17 Substanzen verschiedener Substanzklassen auf (Daten nicht 

gezeigt). Stamm M I war im Vergleich zu WT und WT-3-1 zweifach empfindlicher gegenüber 

Tetracyclin, den Aminoglycosiden Gentamicin, Kanamycin und Streptomycin sowie gegenüber 

weiteren acht Substanzen aus diesen zwei Klassen (Daten nicht gezeigt). 
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3.1.2 Wirkung von Fluorchinolonen 

Die Wirkung eines Chinolons bzw. Fluorchinolons (Fluorrest an Position C-6, Abb. 3-1) ist 

einerseits abhängig von der intrazellulären Konzentration sowie den relativen Affinitäten zu 

Gyrase und Topo IV, andererseits aber auch von der Physiologie der Bakterienzelle. So erhöht 

sich die Wirkung mit steigender Anzahl an DNA-Topoisomerase-Komplexen, höherer 

Wachstumsrate und einer verringerten Fähigkeit zur Rekombination und Reparatur von DNA-

Schäden (siehe 1.6). Mittels Absterbekinetiken (2.2.6.4) und mikroskopischer Analyse der 

Zellmorphologie (2.2.5) wurde daher die Wirkung dreier Fluorchinolone mit jeweils niedriger 

(Norfloxacin), mittlerer (Ciprofloxacin) und hoher Affinität (Moxifloxacin) zu Gyrase und 

Topo IV von E. coli  (290) auf exponentiell wachsende und ruhende Kulturen untersucht. Die 

eingesetzten Konzentrationen betrugen Vielfache der jeweili gen MHK, um die ermittelten 

Empfindlichkeitsunterschiede zwischen den Stämmen (3.1.1.2) auszugleichen. Um einen 

ausgeprägten bakteriziden Effekt zu erzielen, wurde meist das 8fache der MHK (Tabelle 3-2) 

verwendet – eine Konzentration, nahe der für viele Chinolone maximal bakteriziden 

Konzentration (122, 154).  

Die zellulären Auswirkungen nach einer Hemmung von Topo IV wurden mit E. coli  WT-3-1 

untersucht, da dieser Stamm die gleiche Generationszeit wie WT aufweist (Tab. 3-1). Dieser 

Stamm ermöglichte zudem aufgrund seiner im Vergleich zu M I unempfindlicheren Gyrase 

Untersuchungen in Gegenwart höherer Konzentrationen von Inhibitoren der A-Untereinheit. 

3.1.2.1 Fluorchinolonwi rkung auf exponentiell w achsende Kulturen 

In exponentiell wachsenden Kulturen bewirkten Fluorchinolone in 8facher MHK eine rasche 

Keimzahlreduktion innerhalb von 3 h, dessen Ausmaß in Abhängigkeit vom Nährmedium 

bestimmt wurde (Tab. 3-5, Abb. 3-2). In N I-Medium führte die Hemmung von Gyrase durch 

Ciprofloxacin nach 3 h zu einer Keimzahlreduktion von 4,3 Zehnerpotenzen und nach 

entsprechender Hemmung durch Norfloxacin zu einer etwas geringeren Reduktion von 3,8 

Zehnerpotenzen. Die Hemmung von Topo IV durch Ciprofloxacin führte nach 3 h ebenfalls zu 

einer Keimzahlreduktion von 3,8 Zehnerpotenzen, während Norfloxacin wiederum eine 

geringere Reduktion (–2,5log10 KBE/ml) verursachte.  
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Tabelle 3-5: Reduktion der Fähigkeit zur Koloniebildung* von exponentiell wachsenden Kulturen nach 
3 h Inkubation mit Ciprofloxacin oder Norfloxacin in Abhängigkeit vom Nährmedium (N I- oder LB-
Bouill on) und der gehemmten Zielstruktur. 

Ciprofloxacin Norfloxacin Zielstruktur 
N I LB N I LB 

Gyrase –4,3 –3,2 –3,8 –2,3 
Topo IV –3,8 –2,3 –2,5 –2,3 

* angegeben ist die Abnahme der KBE/ml in Zehnerpotenzen (log10) 

 

Abbildung 3-1: Verlust der Fähigkeit zur Koloniebildung in exponentiell  wachsenden Kulturen in LB-
Medium von WT-4 (���� ) und WT-3-1 (� ) nach Hemmung durch jeweils 8 x MHK Norfloxacin (A), und 
Ciprofloxacin (B), Mittelwerte aus 3 unabhängigen Messreihen, (σ ≤ 0,3log10 KBE/ml) 

In LB-Medium hingegen wiesen die Stämme eine um den Faktor 4 geringere Empfindlichkeit 

(gemessen als MHK) gegenüber Norfloxacin und Ciprofloxacin auf, so dass für die 

Absterbekinetiken eine entsprechend angepasste 8fache MHK verwendet wurde. Bei dieser 

Konzentration verursachte eine 3stündige Hemmung von Topo IV und Gyrase durch 

Ciprofloxacin sowie von Gyrase durch Norfloxacin jeweils eine um 1,1-1,5 Zehnerpotenzen 

geringere Reduktion der Keimzahl als in N I-Medium (Abbildung 3-1, Tab. 3-5). Die Hemmung 

von Topo IV durch Norfloxacin verursachte in LB-Medium hingegen die gleiche 

Keimzahlreduktion wie in N I-Medium (Tab. 3-5). Die ermittelten Standardabweichungen 

betrugen für alle Zeitwerte ≤ 0,3log10.  

Unabhängig vom verwendeten Nährmedium führte die Hemmung von Topo IV durch 

Ciprofloxacin zu einer geringeren Keimzahlreduktion als die entsprechende Hemmung von 

Gyrase (Tab. 3-5). Ebenfalls unabhängig vom Nährmedium verursachte Ciprofloxacin im 

Vergleich zu Norfloxacin eine stärkere Keimzahlreduktion nach Hemmung von Gyrase 

(Tab. 3-5). 
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Neben dem Verlust der Fähigkeit zur Koloniebildung zeigten beide Stämme unter Inkubation 

mit Norfloxacin, Ciprofloxacin und Moxifloxacin (jeweils MHK und 8 x MHK) bereits nach 

20 min eine Verlängerung der Zellen, ein Anzeichen einer beginnenden Filamentierung. Nach 

4 h Inkubation mit Ciprofloxacin oder Norfloxacin (jeweils 8 x MHK) wiesen beide Kulturen 

einen gleichen, geringen Filamentierungsgrad auf (Abbildung 3-2). 

WT-4    WT-3-1 

 

Abbildung 3-2: typische Zellmorphologie in LB-Medium 4 h nach Inkubation exponentiell 
wachsender Kulturen von WT-4 (A, C) und WT-3-1 (B, D) mit jeweils 8 x MHK Norfloxacin (A, B) und 
Ciprofloxacin (C, D) 

Die typischen zellmorphologischen Veränderungen infolge einer Ciprofloxacineinwirkung auf 

Topo IV (32 x MHK) und Gyrase (8 x MHK) wurden über 3 h verfolgt und dokumentiert 

(Abbildung 3-3). 

Während die Hemmung von Gyrase (WT-4) und Topo IV (WT-3-1) nach 30 min jeweils zu 

2-3fach verlängerten Zellen führte, konnte nach 90 min ein stärkerer Filamentierungsgrad 

(4-5fache Zelll ängen) nach Hemmung von Topo IV sowie in beiden Kulturen mittel- und 

endständige Vakuolen beobachtet werden. Zellen, in denen Gyrase gehemmt wurde, waren nach 

180 min nur noch etwa 2fach verlängert und teilweise bereits lysiert (Zelltrümmer), während 

Zellen, in denen Topo IV gehemmt wurde, noch deutliche Filamentierung, Vakuolen und 

lediglich vereinzelt Anzeichen von Zelll ysis zeigten. 

 

A B 

C D 
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30 min 

90 min 

180 min 

ÜN-Kultur exp. Phase 

     WT-4       WT-3-1 

Abbildung 3-3: typische Zellmorphologie in LB-Medium nach 30, 90 und 180 min Inkubation 
exponentiell wachsender Kulturen von WT-4 und WT-3-1 mit Ciprofloxacin (8 x MHK für WT-4, 
32 x MHK für WT-3-1); Zum Vergleich: typische Zellmorphologie in ÜN-Kulturen (12 h) und 
exponentiell wachsenden Kulturen von WT; weiße Pfeile, Zell trümmer; schwarze Pfeile, Vakuolen 
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3.1.2.2 Fluorchinolonwi rkung auf teilungsinaktive Kulturen 

Fluorchinolone der Gruppe II (z. B. Ciprofloxacin, [239]) und vor allem Neuentwicklungen der 

Gruppe IV (z. B. Moxifloxacin) zeichnen sich durch eine hohe bakterizide Wirkung gegenüber 

teilungsinaktiven Kulturen aus (122, 188). Es wurde untersucht, welchen Anteil die Hemmung 

von Topo IV bzw. Gyrase an diesen bakteriziden Effekten besitzt. Da eine solche bakterizide 

Wirkung allerdings im Widerspruch zur angenommenen Wirkungsweise von Chinolonen steht, 

die sich auf teilungsaktive Zellen beschränkt (siehe 1.6), wurde untersucht, zu welchem 

Zeitpunkt eine Zellschädigung messbar ist. Ruhende, teilungsinaktive Kulturen von WT-3-1 und 

WT-4 wurden durch Behandlung mit Chloramphenicol, das durch Hemmung der 

Proteinbiosynthese die Produktion von Replikationsfaktoren verhindert, oder durch Entzug von 

Nährstoffen in Phosphat-gepufferter isotoner NaCl-Lösung (PBS) hergestellt (2.2.6.4). Beide 

Behandlungen führten bereits nach 30 min zu einer Bakteriostase, die ohne nennenswerte 

Veränderungen der Keimzahl über 8 h anhielt (Daten nicht gezeigt, bzw. Kontrolle in Abb. 3-5).  

Kulturen, die zuvor mit Chloramphenicol behandelt wurden, waren unabhängig von der 

gehemmten Zielstruktur nahezu unempfindlich gegenüber der Wirkung von 8 x MHK 

Norfloxacin und Ciprofloxacin (Abbildung 3-4 A, B). Demgegenüber waren in PBS kultivierte, 

teilungsinaktive Kulturen unter entsprechenden Konzentrationen teilweise empfindlicher: Dies 

galt für Kulturen von WT-4, die ebenfalls unempfindlich gegenüber Norfloxacin aber 

empfindlich gegenüber Ciprofloxacin (-1,3log10 KBE/ml nach 2 und 3 h Inkubation) waren 

(Abbildung 3-4 C, D). Moxifloxacin, dessen Wirkung auf teilungsinaktive Zellen nur in PBS 

getestet wurde, verursachte nach 3 h bei 8 x MHK eine Keimzahlreduktion von > 2log10 in 

WT-3-1 und > 3log10 in WT-4 (Abbildung 3-5). Mit zunehmender Einwirkzeit (0,5 h;. 1 h und 

3 h) von Moxifloxacin und Ciprofloxacin nahm die Fähigkeit zur Koloniebildung weiter ab 

(Abb. 3-4 D, 3-5, 3-6). Zusammen zeigten diese Ergebnisse, dass nach einer Hemmung von 

Topo IV durch verschiedene Fluorchinolone in teilungsinaktiven Kulturen, nur Moxifloxacin 

eine signifikante und mit der Inkubationsdauer zunehmende Keimzahlreduktion verursachte. 

Diese Reduktion fiel um eine Zehnerpotenz geringer aus, als nach der Hemmung von Gyrase. 

Ciprofloxacin zeigte hingegen nur eine geringe Wirkung auf teilungsinaktive Kulturen. Es 

verursachte eine geringe Keimzahlreduktion (-1,3log10 KBE/ml nach 2 h) lediglich nach 

Hemmung von Gyrase (in WT-4) jedoch nur in Kulturen, die in PBS, nicht aber in solchen, die 

mit Chloramphenicol inkubiert wurden. Norfloxacin zeigte in teilungsinaktiven Kulturen nach 

Hemmung von Gyrase oder Topo IV keinerlei keimreduzierende Wirkung. 
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     A  Norfloxacin in N I+CLM    B  Ciprofloxacin in N I+CLM 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

       C  Norfloxacin in PBS    D  Ciprofloxacin in PBS  

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3-4: Reduktion der Fähigkeit zur Koloniebildung nach Hemmung teilungsinaktiver 
Kulturen von WT-4 (� ) und WT-3-1 (� ) durch jeweils 8 x MHK Norfloxacin (A, C) und Ciprofloxacin 
(B, D). Die Herstellung teilungsinaktiver Kulturen erfolgte durch Behandlung mit CLM (A, B) oder 
durch Überführung in PBS (C, D).  

Höhere Konzentrationen von Ciprofloxacin und Norfloxacin ab dem 256fachen der MHK, mit 

denen keine selektive Hemmung von Gyrase in WT-4 bzw. von Topo IV in WT-3-1 erreicht 

wird, führten zu einer stärkeren Keimzahlreduktion in teilungsinaktiven Kulturen von WT-4 und 

WT-3-1 (siehe Abbildung 3-6 und 3-7). 

Alle teilungsinaktiven Kulturen wiesen unabhängig vom eingesetzten Fluorchinolon und dessen 

Konzentration über einen Zeitraum von 7,5 h weder Veränderungen der Zelldichte oder der 

Motili tät noch Anzeichen von Filamentierung oder Zelll ysis auf (Daten nicht gezeigt). Es stellte 

sich daher die Frage, ob Zellschädigungen möglicherweise erst bei Wiederaufnahme der 

Teilungsaktivität verursacht werden. Hierzu wurde untersucht, ob in wieder anwachsenden 

Kulturen in antibiotikafreiem Medium eine Zellfilamentierung als Indiz für eine DNA-

Schädigung auftritt. Teilungsinaktive Zellen in PBS (E. coli  WT) wurden zunächst 1 h mit 
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4 x MHK Moxifloxacin oder Norfloxacin behandelt, dann nach mehrfachem Waschen in 

antibiotikumfreie N I-Bouill on überführt und nach bestimmten Zeitabständen mikroskopisch auf 

Filamentierung untersucht. Gegenüber der Kontrolle (ohne vorherige Chinolon-Behandlung) 

zeigten sich nach 1,5 h keine Veränderungen in der Zellmorphologie. Die zuvor mit Norfloxacin 

behandelte Kultur und die Kontrolle wiesen während weiterer 7 h keine Anzeichen von 

Filamentierung auf. Demgegenüber zeigte sich ein zunehmender Filamentierungsgrad in der 

zuvor mit Moxifloxacin behandelten Kultur. Nach 2,5 h waren etwa 10 % der Zellen deutlich 

verlängert (3fache Zelll änge). Nach 3,5 h wiesen etwa 60 % der Zellen eine Filamentierung (4-

5fache Zelll änge) auf, während nach 8,5 h der Filamentierungsgrad wieder verringert war (10 % 

Filamente von 4-5facher Zelll änge und 40-50 % 2-3fach verlängerte Zellen).  

Ein Hauptmechanismus zur Reparatur von Chinolon-induzierten DNA-Schäden stellt die 

homologe DNA-Rekombination dar (25, 92, 101, 157, 182), die in Zellen mit geringer 

Teilungsrate reduziert ist, da nur 1 bis 1,2 DNA-Kopien pro Zelle vorliegen (189). Für die hohe 

Wirksamkeit moderner Fluorchinolone werden schwer reparierbare DNA-Doppelstrangbrüche 

verantwortlich gemacht (85, 111, 143, 315). Es sollte daher untersucht werden, ob die durch 

Moxifloxacin-induzierten DNA-Schäden, möglicherweise nicht durch homologe Rekombination 

repariert werden. Hierzu wurde die Fähigkeit zur Koloniebildung von solchen Zellen untersucht, 

die nach einer 3stündigen Inkubation mit 8 x MHK Moxifloxacin in PBS bei Wiederaufnahme 

der Teilungsaktivität nur eine geringe Wachstumsrate (2.2.4) und damit eine verringerte 

Fähigkeit zur homologen Rekombination aufwiesen.  

Abbildung 3-5 zeigt, dass in schnell wachsenden Kulturen, d. h. solche, die zur homologen 

Rekombination befähigt sind, nach Moxifloxacinzugabe viel weniger Zellen ihre 

Teilungsfähigkeit verlieren als in sehr langsam wachsenden Kulturen: Im Falle von WT-4 sind 

es 80 % weniger, im Falle von WT-3-1 65 % weniger Zellen. 

 

 

Abbildung 3-5: Fähigkeit zur Koloniebildung von 
WT-4 (Dreiecke) und WT-3-1 (Quadrate), nach 
Inkubation mit 8 x MHK Moxifloxacin für 1 h bzw. 3 h 
in PBS, in Abhängigkeit unterschiedlicher 
Wachstumsraten nach Wiederaufnahme der 
Teilungsaktivität; offene Symbole, Koloniewachstum bei 
37 °C auf N I-Agar; graue Symbole, Koloniewachstum 
bei 24,5 °C auf 1/2 x N I-Agar, Kontrolle, Inkubation 
ohne Moxifloxacin 
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3.1.2.3 Fluorchinolonwi rkung in Abhängigkeit von der Wachstumsphase 

Beim Eintreten von Bakterienkulturen in die stationäre Phase vollziehen sich eine Reihe von 

morphologischen und physiologischen Veränderungen. Hierzu zählen neben der Abnahme des 

Zellvolumens und der Komprimierung des Bakterienchromosoms auch eine Veränderung der 

Genexpression (162). So nimmt die Expression der meisten Proteine ab (167). Da die 

Empfindlichkeit einer Zelle gegenüber Chinolonen positiv mit der Konzentration an Typ II 

Topoisomerase korreliert (182, 355, 355), sollte untersucht werden, welche Unterschiede 

hinsichtlich der Empfindlichkeit gegenüber Chinolonen zwischen Zellen aus der exponentiellen 

und aus der stationären Wachstumsphase einer Batchkultur von WT-3-1 bzw. WT-4 bestehen. 

Die Kulturen wurden abzentrifugiert und vor dem Zusatz von Chinolonen zunächst für 2 h in 

PBS inkubiert (2.2.6.4), um direkte Effekte von unterschiedlichen Wachstumsraten auf die 

Chinolonempfindlichkeit auszuschließen. Zellen aus der exponentiellen bzw. aus der stationären 

Wachstumsphase von WT-3-1 und WT-4 unterschieden sich nicht in ihrer Empfindlichkeit 

gegenüber Ciprofloxacin und Norfloxacin im Bereich von 2 x MHK bis 128 x MHK (Daten 

nicht gezeigt). Unter höheren Konzentrationen (250 µg/ml), von denen anzunehmen ist, dass sie 

in WT-3-1 und WT-4 eine kollektive Hemmung von Gyrase und Topo IV bewirken, konnte 

jedoch ein solcher Unterschied festgestellt werden (Abbildung 3-6).  

Abbildung 3-6: Reduktion der Fähigkeit zur Koloniebildung nach Inkubation teilungsinaktiver 
Kulturen (in PBS) von WT-3-1 für 0,5 h (� ) und 3 h (� ) mit Ciprofloxacin (250 µg/ml) in Abhängigkeit 
vom Alter bzw. von der Wachstumsphase der Vorkultur. 

Abbildung 3-6 zeigt, dass Zellen, die aus der mittleren exponentiellen Wachstumsphase 

(OD546 = 0,32 und 0,55) einer Vorkultur von WT-3-1 stammten, nach 30 min Inkubation mit 

Ciprofloxacin (250 µg/ml �  1000 x MHK) zu > 99,9 % ihre Teilungsfähigkeit verloren. Zellen 
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aus der lag-Phase oder der mittleren (OD546 = 3,67) und späten stationären Phase (ÜN-Kultur) 

zeigten hingegen nahezu keinen Verlust ihrer Teilungsfähigkeit und waren somit etwa 800fach 

weniger sensibel. Eine längere Inkubationszeit (3 h gegenüber 30 min) mit Ciprofloxacin 

(1000 x MHK) führte – nahezu unabhängig von der vorangegangenen Wachstumsphase – zu 

einer etwa 10fach stärkere Reduktion der Teilungsfähigkeit. Lediglich Zellen aus der mittleren 

stationären Phase (OD546 = 3,67) wiesen nach 3 h Inkubation mit Ciprofloxacin keine stärkere 

Reduktion der Teilungsfähigkeit auf.  

Zellen, die aus der exponentiellen Phase einer Batchkultur stammen, bedürfen einer stärkeren 

Anpassung ihres Stoffwechsels an einen Nährstoffmangel als bereits angepasste Zellen aus der 

stationären Phase. Diese Anpassung erfordert eine Neusynthese bestimmter Proteine, und die 

damit verbundenen zusätzlichen Transkriptionsprozesse könnten die Empfindlichkeit für 

Chinolone erhöhen (354). Um diesen möglichen Einfluss auszuschließen, wurde exponentiell 

wachsenden Kulturen bereits 1 h vor ihrer Überführung in PBS Chloramphenicol zugesetzt und 

die Kulturen vor Zugabe von Ciprofloxacin über 2 h in PBS + CLM (50 µg/ml) inkubiert. 

Chloramphenicol hemmt die Translation und unterdrückt infolge der hierdurch fehlenden 

Transkriptions- und Replikationsfaktoren zusätzlich die Initiation der Transkription und 

Replikation (231).  

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3-7: Reduktion der Fähigkeit zur Koloniebildung nach Inkubation einer zuvor exponentiell 
wachsenden Kultur (WT-3-1 bzw. WT-4) in PBS mit Ciprofloxacin in Abhängigkeit von zusätzlich 
gehemmter Proteinbiosynthese; die Ciprofloxacinkonzentrationen betrugen 1000 x MHK für WT-3-1 
(Quadrate) und 128 x MHK für WT-4 (Dreiecke); offene Symbole, +CLM (50 µg/ml)  

Das Ergebnis dieser Untersuchung gibt Abb. 3-7 wieder: Chloramphenicol reduzierte die 

bakterizide Wirkung hoher Ciprofloxacinkonzentrationen auf Wachstums-inaktive Zellen von 

WT-3-1 und WT-4, die einer exponentiell wachsenden Batchkultur entstammten, um etwa 90 %. 

Zusammen genommen zeigen die Ergebnisse aus Abb. 3-6 und 3-7, dass Zellen, die aus der 

exponentiellen Phase einer Batchkultur von WT-3-1 stammen, unabhängig von Replikation, 

Transkription und Proteinbiosynthese eine etwa 90fach größere Empfindlichkeit gegenüber 
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hohen Ciprofloxacinkonzentrationen aufweisen, als Zellen aus der stationären Wachstumsphase. 

Um eine mögliche Korrelation zwischen diesen unterschiedlichen Empfindlichkeiten und den 

Konzentrationen an Topo IV oder Gyrase beziehungsweise den entsprechenden Mengen der 

parC-, parE- und gyrA-Transkripte aufzuzeigen, wurden die Transkriptmengen in Kulturen aus 

der exponentiellen und stationären Wachstumsphase untersucht (3.2.6.1.1).  

3.1.3 Wirkung von Etopo sid 

Das Epipodophyllotoxin Etoposid wird in der Krebstherapie als Inhibitor der humanen 

Topoisomerase II eingesetzt, zu der Topo IV eine höhere Homologie als Gyrase aufweist. Nach 

Daten von Strumberg (127) ist die In vitro-Wirkung von Etoposid auf isolierte Gyrase eines 

E. coli Wildtyp-Stammes schwächer als auf eine Gyrase mit der Chinolonresistenzmutation 

Ser83-Trp (GyrAS83W). Durch vergleichende Absterbekinetiken wurde daher untersucht, ob ein 

derartiger Empfindlichkeitsunterschied zwischen verschiedenen Gyraseenzymen für Etoposid 

auch in vivo zu beobachten ist, oder ob unter diesen Bedingungen Topo IV eine zusätzliche 

Zielstruktur für Etoposid darstell t. 

Wegen der schwachen Aktivität von Epipodophyllotoxinen auf bakterielle Gyrase und der 

natürlicher Resistenz von E. coli  gegenüber Etoposid, die auf eine hohe Affinität zu bakteriellen 

Effluxpumpen zurückzuführen ist (Tabelle 3-2 und Tabelle 3-6), musste für die 

Empfindlichkeitstestung die intrazelluläre Konzentration von Etoposid erhöht werden. Hierzu 

sollte eine Mutante (TolC–) verwendet werden, der mit TolC eine essentielle Komponente der 

RND-Typ Effluxpumpen in der äußeren Membran fehlte. In diese Mutante sollte die gyrAS83W-

Mutation durch homologe Rekombination eingekreuzt werden.  

3.1.3.1 Herstellung von gyrAS83W-Mutanten 

Die Herstellung von gyrAS83W-Mutanten erfolgte wie unter 2.2.23 und 2.2.23.1 beschrieben 

durch Einkreuzen der gyrAS83W-Mutation mittels homologer Rekombination in den Wildtyp 

RFM443. Für die homologe Rekombination wurde zunächst der Suicide-Vektor pMAK705-242 

(siehe Abb. 2-2) konstruiert, der ein gyrA-Fragment mit der gyrAS83W-Mutation beinhaltete. Der 

so konstruierte Stamm (RFM443-242.1), dessen chromosomale gyrAS83W-Mutation durch DNA-

Sequenzierung bestätigt wurde, war ebenso unempfindlich gegenüber Ciprofloxacin (Tab. 3-6) 

wie WT-3-1 (Tab. 3-2). Es gelang jedoch nicht, entsprechende gyrAS83W-Derivate der tolC–-

Mutante DE112 zu selektieren. Um die Wirkung von Etoposid dennoch testen zu können, 

wurden Versuche in Kombination mit dem Inhibitor von Effluxpumpen des RND-Typs (EPI) 

Phe-Arg-β-Naphtylamid (MC-207,110) durchgeführt (3.1.3.2).  
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3.1.3.2 Sensitivierung von Wildtyp und gyrA-Mutante für Etopo sid 

Die Verwendung einer tolC–-Mutante oder der Zusatz von MC-207,110 führte zu einer 

Sensitivierung gegenüber Etoposid und bereits bekannten Substraten von RND-Effluxpumpen 

(z. B. Chloramphenicol und Ciprofloxacin). Die tolC–-Mutante wies im Vergleich zum Wildtyp 

eine 512fach höhere Sensitivität gegenüber Etoposid, eine etwa 8fach höhere Sensitivität 

gegenüber Ciprofloxacin und eine 16fach höhere Sensitivität gegenüber Chloramphenicol auf 

(Tabelle 3-6). MC-207,110 bewirkte konzentrationsabhängig ebenfalls eine Sensitivierung 

gegenüber Etoposid, Ciprofloxacin und Chloramphenicol, die aber je nach Substrat um den 

Faktor 2 – 6 geringer ausfiel als in der tolC–-Mutante (Tabelle 3-6). 

Tabelle 3-6: Minimale Hemmkonzentrationen (MHK) von Ciprofloxacin, Chloramphenicol und 
Etoposid, auch unter Zusatz von 40-320 µM MC207,110 (MC40-320) gegenüber Wildtyp 
(RFM443), gyrAS83W-Mutante (RFM443-242.1) und tolC–-Mutante (DE112) 

MHK [µg/ml] Antibiotikum 
RFM443 RFM443-242.1 DE112 

Etoposid >1024 >1024 2 
Etoposid+MC40 200 90 n.b. 
Etoposid+MC160 42 ≤18 n.b. 
Etoposid+MC320 ≤12 ≤12 n.b. 
Ciprofloxacin 0,0156 0,25 0,002 
Ciprofloxacin+MC40 0,0156 0,25 n.b. 
Ciprofloxacin+MC160 0,008 0,125 n.b. 
Chloramphenicol 8 8 0,5 
Chloramphenicol+ MC40 1 1 n.b. 
MC >640a >640a n.b. 

a Konzentration in µM 

3.1.3.3 Auswi rkungen einer gyrAS83W-Mutation auf die Empfindlichkeit 
gegenüber Etopo sid und Ciprofloxac in 

Durch Zugabe einer geeigneten subinhibitorischen Konzentration des EPI MC-207,110 (40 µM) 

konnte die Empfindlichkeit von Wildtyp und Mutante derart gesenkt werden, dass vergleichende 

Untersuchungen zum Absterbeverhalten unter Etoposid möglich wurden. Die Bestimmung der 

MHK von Etoposid (Tab. 3-6) ergab, dass die gyrA-Mutante RFM443-242.1 etwa 2-3fach 

empfindlicher als der Wildtyp ist. In Absterbekinetiken (Abbildung 3-8) konnte gezeigt werden, 

dass die Chinolonresistenzmutation Ser83-Trp (GyrAS83W) (135, 361) auch in vivo zu einer 

Hypersensitivität gegenüber Etoposid führt, während sich RFM443 (Wildtyp-GyrA) 

empfindlich gegenüber dem Chinolon Ciprofloxacin, aber unempfindlich gegenüber Etoposid 

zeigte. Wie bereits für Fluorchinolone gezeigt (3.1.2.1), verursachte auch Etoposid in 

Konzentrationen nahe der MHK in exponentiell wachsenden Kulturen von Wildtyp und gyrA-

Mutante eine starke Filamentierung der Zellen (Daten nicht gezeigt), als Zeichen einer Induktion 
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der SOS-Antwort.  

3.1.4 Wirkung von Rutin 

Für Rutin, ein glykosyliertes Flavon, wurde in vitro eine Wirkung auf isolierte Topo IV von 

E. coli  bei fehlender Wirkung auf Gyrase beschrieben (26). Da jedoch Erkenntnisse über die 

Wirkung auf Zellen fehlen, sollten die Auswirkungen von Rutin auf die Lebensfähigkeit und die 

Zellmorphologie von WT, WT-4 und WT-3-1 untersucht werden. Die gemessene 

Unempfindlichkeit der Bakterienstämme gegenüber Rutin (Tab. 3-2) konnte weder durch den 

Effluxpumpeninhibitor MC-207,110 verringert werden, noch zeigte sich eine erhöhte 

Empfindlichkeit der tolC–-Mutante DE112 (Daten nicht gezeigt). Um die Wirkung von Rutin 

dennoch untersuchen zu können, wurde versucht die Empfindlichkeit der Zellen durch eine 

Permeabili sierung durch Polymyxin B Nonapeptid (PMBN) in subinhibitorischer Konzentration 

zu erhöhen (2.2.6.1). Die Zugabe von PMBN (75 µg/ml) hatte keinen Einfluss auf das 

Zellwachstum (Trübungsmessung) oder die Fähigkeit zur Koloniebildung, bewirkte jedoch die 

Bildung von Zellketten mit bis zu 16 einzeln beweglichen Zellen (Daten nicht gezeigt). Durch 

PMBN wurde eine Sensitivierung der Zellen für Rutin erzielt, die zu einer zunehmenden 

Wachstumshemmung ab 128 µg/ml (Abbildung 3-9) führte. Stämme mit Wildtyp-Topo IV (WT 

und WT-3-1) wurden durch Rutinkonzentrationen von 128, 256 und 512 µg/ml stärker im 

Wachstum gehemmt als die Topo IV-Mutante WT-4 (ParCS80I). Die maximale 

Wachstumshemmung (Zunahme der KBE/ml um etwa 1,2 log 10 nach 18 h), entsprechend der 

MHK, erfolgte für die Stämme WT und WT-3-1 bei 512 µg/ml und für WT-4 bei 1024 µg/ml. 
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Abbildung 3-8: Veränderung der Fähigkeit zur Koloniebildung von RFM443 (offene Symbole) und 
RFM443-242.1 (gefüll te Symbole) nach Inkubation mit 63 µg/ml Etoposid (� , � ) oder 0,08 µg/ml 
Ciprofloxacin (� , � ) jeweils in Kombination mit 40 µM MC-207,110. 
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Eine bakterizide Wirkung von Rutin konnte auch bei 2 x MHK weder auf WT noch auf WT-3-1 

festgestellt werden.  

Die mikroskopische Analyse der Zellmorphologie nach 18stündiger Inkubation mit Rutin zeigte 

eine Zunahme des Filamentierungsgrads mit steigender Konzentration. Bei 128 µg/ml waren 

etwa 5 % der Zellen einer E. coli  WT-Kultur filamentiert (4-5fache Zelll änge) mit 

Ausbeulungen der Zellhülle (Daten nicht gezeigt). Nach Inkubation mit 256 µg/ml zeigten 

> 50 % der Zellen dieser Kultur eine entsprechende Filamentierung, etwa 5 % der Zellen von 

WT-3-1, jedoch keine Zellen von WT-4. Bei einer Inkubation mit 512 µg/ml zeigten alle 

Stämme eine deutliche Filamentierung (> 66 %) und einige Zellen zentral oder endständig 

gelegene Beulen sowie vereinzelte Extrusionen von Zytoplasma an den Septen (Daten nicht 

gezeigt). Rutin bewirkte demnach mit steigender Konzentration zunächst eine Filamentierung in 

Kulturen von WT, dann von WT-3-1 und schließlich von WT-4, entsprechend der geringsten 

Empfindlichkeit dieses Stamms. 

3.1.5 Wirkung von Novob iocin 

Novobiocin, ein Cumarinderivat, bindet annähernd kompetitiv zu ATP (die Bindestellen 

überlappen sich) an die B-Untereinheit von Gyrase und Topo IV. Mutationen in der A-

Untereinheit, wie sie in WT-3-1 und WT-4 vorhanden sind, haben vermutlich keine Auswirkung 

auf die Bindung von Novobiocin (125, 174, 223).  

Der Einfluss von Novobiocin auf das Wachstum, die Teilungsfähigkeit und die Morphologie der 

Zellen wurde in LB-Bouill on untersucht. Hier war im Gegensatz zu Kationen-adjustierter MH-

Bouill on (siehe Tab. 3-2) die Empfindlichkeit der Stämme gegenüber Novobiocin wie auch 

gegenüber Ciprofloxacin (siehe 3.1.2.1) um den Faktor 4 verringert. Die in LB-Bouill on 

bestimmte MHK von Novobiocin betrug für WT-3-1 und WT 4 jeweils 256 µg/ml. Aus 
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Abbildung 3-9: Wachstumshemmung von WT (� ), WT-3-1 (� ) und WT-4 (� ) durch verschiedene 
Rutinkonzentrationen jeweils in Kombination mit PMBN (75 µg/ml) nach 18 h; Ausgangsinokulum 
jeweils etwa 5E+05 KBE/ml 
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Abbildung 3-10 geht hervor, dass bereits subinhibitorische Novobiocinkonzentrationen 

von 1/16 x MHK das Kulturwachstum beider Stämme verlangsamte (Generationszeiten von 

etwa 47 min, bestimmt aus dem in Abb. 3-10 dargestellten Wachstum über 5 h). 

Konzentrationen von 1/8 x und 1/4 x MHK verursachten in beiden Stämmen über 5 h eine 

Bakteriostase bzw. eine geringe Reduktion der Keimzahl (max. -0,8log10) gefolgt von einem 

verlangsamten exponentiellen Wachstum (Abbildung 3-10). 

Die Auswirkungen von inhibitorischen Novobiocinkonzentrationen auf die Fähigkeit zur 

Koloniebildung in beiden Stämmen sind in Abb. 3-11 dargestell t:  

In Anwesenheit von Konzentrationen im Bereich der MHK (256 µg/ml) reduzierte Novobiocin 

bereits nach 3 h signifikant die Fähigkeit zur Koloniebildung beider Stämme und verursachte 

nach 5 h eine Reduktion um etwa 2,4 Zehnerpotenzen. Nach 19stündiger Inkubation konnte in 

beiden Stämmen wieder eine um etwa 2 Zehnerpotenzen erhöhte Keimzahl gemessen werden, 
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Abbildung 3-11: Reduktion der Fähigkeit zur Koloniebildung von WT-4 ( , ! ) und WT-3-1 
(� , � ) durch Inkubation mit inhibitorischen Novobiocinkonzentrationen über 19 h; 256 µg/ml (offene 
Symbole) oder 512 µg/ml (geschlossene Symbole) 
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Abbildung 3-10: Reduktion der Fähigkeit zur Koloniebildung von WT-4 (Dreiecke) und WT-3-1 
(Quadrate) durch Inkubation mit subinhibitorischen Novobiocinkonzentrationen über 8 h; 
1/16 x MHK (offene Symbole), 1/8 x MHK (schwarze Symbole) und 1/4 x MHK (graue Symbole) 
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so dass ein Nettoverlust von etwa 0,5 Zehnerpotenzen bestehen blieb. Eine höhere 

Konzentration (2 x MHK d. h. 512 µg/ml) verursachte in beiden Stämmen nach 5 h bzw. 8 h 

einen stärkeren Verlust (etwa 3 Zehnerpotenzen) der Fähigkeit zur Koloniebildung und 

reduzierte zudem in WT-3-1 nach 19stündiger Inkubation die erneute Zunahme der Keimzahl 

von 2 auf etwa 0,7 Zehnerpotenzen. Konzentrationen von 4 x MHK und 8 x MHK verringerten 

dauerhaft (bis 22 h) die Fähigkeit zur Koloniebildung in beiden Stämmen um mehr als 4 

Zehnerpotenzen (Daten nicht gezeigt).  

Die mikroskopische Analyse der Zellmorphologie von WT zeigte bereits nach 30minütiger 

Inkubation mit Novobiocinkonzentrationen von 16 und 32 µg/ml in etwa 10 % der Zellen eine 

Verlängerung bis zum 3fachen der normalen Zelll änge (Abbildung 3-12). Diese Zunahme der 

Zelll ängen spiegelte sich auch in einer Zunahme der OD560 bei gleichzeitig unveränderter 

Keimzahl (Daten nicht gezeigt). Im Gegensatz zur Wirkung von Fluorchinolonen trat nach 2 h 

keine weitere Verlängerung der Zellen auf (Abbildung 3-12). Der Anteil der verlängerten Zellen 

betrug nach 2 h und 8 h etwa 50 % und verringerte sich nach 19 h wieder auf < 10 %. Kulturen, 

die mit 64 µg/ml und 128 µg/ml Novobiocin inkubiert wurden, wiesen erst nach 19 h 

verlängerte Zellen in geringer Konzentration (etwa 1 %) auf. Novobiocinkonzentrationen von 

256 µg/ml und 512 µg/ml führten in WT, WT-4 und WT-3-1 auch nach 21,5 h zu keiner 

Zellverlängerung jedoch nach 25,5 h zu einem Anteil von etwa 50 % verlängerter Zellen.  

 

 
Abbildung 3-12:Typische Zellmorphologie von WT nach 30 min (A, B) und 2 h (C, D) Inkubation mit 
Novobiocin 16 µg/ml (A, C) und 32 µg/ml (B, D) 

A B 

C D 
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3.2 Regulation der Transkription von parC und parE  

In Bakterien wird die Menge der meisten Proteine hauptsächlich über die Kontrolle der 

Transkription reguliert. Da Topo IV aufgrund ihrer relaxierenden Aktivität als Antagonist von 

Gyrase an der Aufrechterhaltung des globalen DNA-Überspiralisierungsgrads beteili gt ist (365), 

erschien eine Regulation der Transkription von parC und parE durch den 

Überspiralisierungsgrad wie bei gyrA/B denkbar. Um erste Hinweise auf die vorhandenen 

Promotoren und ihre Regulation zu erhalten, wurden zunächst die Startpunkte der mRNAs 

bestimmt und mögliche DNA-Bindestellen für Transkriptionsfaktoren ermittelt. Für weitere 

Einblicke in die Regulation der Transkription von parC und parE, wurden die entsprechenden 

Transkripte unter verschiedenen physiologischen Bedingungen, die modulierend auf den 

Überspiralisierungsgrad einwirken, mittels real-time RT-PCR quantifiziert. Als Kontrolle für 

eine gleichbleibende Expression über verschiedene Wachstumsphasen einer Batchkultur wurde 

das Transkript der RNA-Helicase SrmB gewählt, die an der Biogenese von Ribosomen beteili gt 

ist. Array-basierte Genexpressionsstudien zeigten eine identische Expression von srmB in 

exponentieller und stationärer Wachstumsphase (302). Zusätzlich wurde die Transkriptmenge 

von agaY bestimmt, das verstärkt in der stationären Phase exprimiert wird. Es codiert für 

Tagatose-1,6-Bisphosphat Aldolase, die im alternativen Kohlenhydratstoffwechsel am Abbau 

von N-Acetyl-Galactosamin und D-Galactosamin beteili gt ist (42). 

3.2.1 RNA-Isolierung und RNA-Ausbeuten 

Die Isolierung und Quantifizierung von Gesamt-RNA erfolgte wie unter 2.2.8 und 2.2.9 

beschrieben. Zwischen den beiden zur Quantifizierung verwendeten Methoden, nämlich der 

Bestimmung der Absorption bei 260 nm (siehe 2.2.9) oder der unter 2.2.10 beschriebenen 

Messung eines gebundenen, spezifischen Fluoreszenzfarbstoffs (RiboGreen®), wurden keine 

Unterschiede festgestellt (Daten nicht gezeigt). Für alle RNA-Quantifizierungen wurde daher 

die Zeit und Kosten sparende Absorptionsmessung bei 260 nm verwendet.  

Die Kontamination der Gesamt-RNA mit genomischer DNA (Negativkontrolle in real-time RT-

PCRs) betrug trotz DNase-Behandlung (siehe 2.2.8) maximal 0,1 % bei Präparationen aus der 

exponentiellen Wachstumsphase und je nach Gen zwischen 5 % und 30 % bei Präparationen aus 

der späten stationären Phase (15 h). 
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3.2.1.1 RNA-Ausbeute: Schwankungsbreite und Abhängigkeit von der 
op tischen Dichte der Kultur 

Die Ausbeuten verschiedener, identisch durchgeführter RNA-Präparationen aus Batchkulturen 

von WT unterschiedlicher optischer Dichte wurden miteinander verglichen Wie Abb. 3-13 zeigt, 

variierten die RNA-Ausbeuten in Abhängigkeit von der Zelldichte (OD560) derart, dass sich drei 

OD560-Bereiche mit jeweils unterschiedlichen RNA-Ausbeuten identifizieren ließen. Die 

höchsten RNA-Ausbeuten von durchschnittlich 75,4 µg/OD/ml Kultur wurden im Bereich einer 

OD560 von 0,1-0,33 erzielt. Verglichen hiermit wurden im OD-Bereich von 0,5-1,5 noch 82 % 

und im OD-Bereich von 1,75-2,55 noch 67 % der RNA-Ausbeuten erzielt. Innerhalb dieser drei 

OD-Bereiche waren die Ausbeuten reproduzierbar mit Variationskoeffizenten zwischen 5,8 % 

und 7,1 %. 
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Abbildung 3-13:Abhängigkeit der RNA-Ausbeuten [µg RNA/OD/ml Kultur] von der optischen 
Dichte einer Batchkultur von WT; Die angrenzende Tabelle zeigt die zugehörigen mittleren RNA-
Ausbeuten, Standardabweichungen und Variationskoeff izienten 
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3.2.1.2 RNA-Ausbeute: Einfluss von Topo isomerase-Inhibitoren 

Ciprofloxacin und Novobiocin beeinflussten unterschiedlich die RNA-Ausbeuten aus 

Batchkulturen. So lieferten Kulturen von WT, die mit bakteriostatischen Ciprofloxacin-

konzentrationen behandelt wurden, über 60 min Inkubation, bzw. bis zu einer OD560 = 0,74, 

annähernd gleiche RNA-Ausbeuten von etwa 70 µg RNA/OD/ml Kultur (Abb. 3-14). 

Bakteriostatische Novobiocinkonzentrationen (16-64 µg/ml) bewirkten hingegen einen 

sofortigen Zellteilungsstopp – eine Veränderung der Keimzahl/ml konnte nach 30 min nicht 

festgestellt werden – und eine nahezu vollständige Hemmung der RNA-Synthese innerhalb von 

30 Minuten (µg RNA/ml Kultur blieb fortan konstant). Wie aus Abb. 3-14 ersichtlich, 

reduzierten sich daher die RNA-Ausbeuten von Novobiocin-behandelten Kulturen nach 30 min 

auf 85 % und nach 60 und 90 min auf etwa 66 %.  

Abbildung 3-14: Einfluss bakteriostatischer Konzentrationen von Novobiocin und Ciprofloxacin auf 
die RNA-Ausbeuten aus Batchkulturen von E. coli  WT; Für die Präparationen sind die Zeiten der 
Probenentnahme angegeben. 

Zusammengenommen zeigten die Ergebnisse aus 3.2.1.1 und 3.2.1.2, dass der RNA-Gehalt 

einer Kultur stark von den Kulturbedingungen bzw. vom Zellwachstum abhängt und nicht mit 

der optischen Dichte der Kultur korreliert. Für Genexpressionsstudien, bei denen verschiedene 

Kulturbedingungen mit Einfluss auf das Zellwachstum verglichen werden, können daher nur 

definierte Mengen Gesamt-RNA verwendet werden, da eine Normalisierung unterschiedlicher 

RNA-Mengen mittels der optischen Dichte nicht möglich ist. 
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3.2.1.3 Reinheits- und Quali tätsprüfung der RNA 

Die Reinheit der präparierten Gesamt-RNA wurde mittels des Verhältnisses der 

Absorptionswerte bei 260 nm/280 nm überprüft (2.2.11). Für alle RNA-Präparationen lagen die 

Verhältnisse zwischen 1,87 und 2,16, charakteristisch für eine proteinfreie RNA. Für eine 

effiziente reverse Transkription und anschließende Amplifikation sollten die mRNAs möglichst 

unfragmentiert (in hoher Qualität) vorliegen. Da jedoch für die Quantifizierung der cDNAs 

(2.2.15.2) nur kurze Sequenzabschnitte (50-250 bp) in der Nähe des 3' Endes amplifiziert 

wurden, würde auch eine partiell degradierte mRNA äquivalente Quantifizierungsergebnisse 

liefern (48). Die Qualität der präparierten Gesamt-RNA wurde in einem nativen Agarosegel 

anhand der rRNA-Banden überprüft (2.2.12). Unfragmentierte RNA zeichnet sich durch zwei 

stringente rRNA-Banden im nativen Agarosegel aus, von 

denen die obere 23S rRNA-Bande etwa die doppelte 

Intensität der unteren 16S rRNA-Bande besitzt und zudem 

keine Anzeichen einer Degradierung erkennbar sind. Alle 

RNA-Präparationen erfüllten diese Kriterien für 

unfragmentierte RNA, wie Abbildung 3-15 exemplarisch 

anhand von fünf RNA-Präparationen zeigt. 

Abbildung 3-15: natives Agarosegel von typischen RNA-Präparationen nach DNase-Verdau 

3.2.2 Reverse Transkription 

Da RNA nicht als Template in einer PCR dienen kann, erfolgte als erster Schritt einer 

quantifizierenden real-time RT-PCR die unter 2.2.15.1 beschriebene reverse Transkription (RT) 

von mRNA in cDNA.  

3.2.2.1 Eff izienz und Eff izienzschwankungen 

Eine gleichbleibende Effizienz der RT-Reaktion ist eine Voraussetzung für die akkurate 

Quantifizierung der mRNA, da die Menge der produzierten cDNA die eingesetzte RNA-Menge 

exakt widerspiegeln muss. Die meisten kommerziell erhältlichen Reverse Transkriptase-Enzyme 

sind temperaturempfindlich, so dass die RT-Reaktion häufig bei Temperaturen zwischen 40 °C 

und 50 °C durchgeführt wird. Bei diesen Temperaturen kann es in Abhängigkeit von der 

Basenzusammensetzung und Nukleotidanzahl der verwendeten Primer zu unspezifischen 

Anlagerungen an die DNA kommen. Es können sich auch Sekundärstrukturen ausbilden, die zu 

einem Abbruch der reversen Transkription führen können (48, 57). Zusätzlich kann die 

Salzkonzentration oder eine Kontamination mit Alkoholen oder Phenolen die Effizienz der RT-



Ergebnisse 

73 

Reaktion beeinflussen und zu Schwankungen zwischen 5 % - 90 % führen (99).  

Vorversuche zur vorliegenden Arbeit zeigten den Einfluss folgender Faktoren auf die relative 

und absolute cDNA-Ausbeute: Art des verwendeten RT-Enzyms, Methode des Primings – 

zufälli ge Hexamernukleotide oder genspezifische Primer (GSPs) (Daten nicht gezeigt). 

Für reproduzierbare und vergleichende Quantifizierungen der Genexpression aus verschiedenen 

RNA-Präparationen muss daher die RT-Effizienz möglichst konstant gehalten oder 

Effizienzschwankungen berücksichtigt werden. Zum Ausgleich solcher Effizienzschwankungen 

werden häufig Referenzgene (interne Standards) eingesetzt. Diese sind bei Prokaryonten nur 

sehr eingeschränkt von Nutzen, da die Genexpression in Bakterien nicht unter allen 

physiologischen Bedingungen gleich stark ist. Dies trifft auch auf die in einigen Studien 

verwendeten Gene für die 16S rRNA zu, deren Expression in Abhängigkeit von der 

Wachstumsrate reguliert wird (6). Für vergleichende Untersuchungen der Genexpression unter 

verschiedenen physiologischen Bedingungen (verschiedene Wachstumsphasen einer 

Batchkultur, Antibiotikazusatz, etc.) lassen sich daher womöglich keine geeigneten 

Referenzgene finden. 

In der vorliegenden Arbeit wurden daher keine Referenzgene verwendet, sondern mögliche 

Schwankungen in der Effizienz der RT-Reaktion durch konstante Reaktionsbedingungen 

minimiert. Hierzu wurden alle RT-Reaktionen im gleichen Thermocycler, mit einheitlichem 

Temperaturprofil sowie unter Verwendung eines Mastermixes mit konstanten Konzentrationen 

an RT-Enzym, Puffer, RNase-Inhibitor, dNTPs und Primern sowie konstanter RNA-Mengen 

(jeweils 150 ng) in einem Volumen von je 20 µl angesetzt. 

Obgleich die RT-Effizienz nicht direkt durch eine mögliche radioaktive Markierung bestimmt 

wurde, deutet die hohe Reproduzierbarkeit von Genexpressionsdaten aus verschiedenen RNA-

Präparationen (Tabelle 3-8) indirekt auf eine geringe Variabili tät der RT-Effizienz. Die 

Bestimmung von cDNA-Mengen mittels real-time PCR zeigte zudem keinen Einfluss der 

Denaturierungszeit und Templatemenge und nur einen geringen Einfluss der Verlängerungszeit 

auf die Effizienz der RT-Reaktion (Daten nicht gezeigt).  

3.2.3 Quantifizierende real-time PCR 

Die Quantifizierung eines spezifischen cDNA-Templates erfolgte relativ zu einer geeigneten 

Kontrolle wie unter 2.2.15.2 und 2.2.15.3 beschrieben.  
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3.2.3.1 Optimierung und Validierung  

Für jede Template/Primer Kombination erfolgte zuerst eine Optimierung der PCR-Bedingungen 

hinsichtlich maximaler Effizienz bei minimaler Bildung von unspezifischen PCR-Produkten 

(z. B. Primerdimere). Hierzu wurden geeignete Primerkonzentrationen (im Bereich 50-900 nM) 

und MgCl2-Konzentration (im Bereich 3-4,25 µM) ausgetestet. Tabelle 3-7 gibt die optimalen 

Konzentrationen für den Forward- und Reverse-Primer sowie die PCR-Effizienz (2.2.15.2) für 

alle getesteten Amplikons an. Die Amplifikation unterschiedlicher Templatemengen wurde im 

Bereich von 0,08–80 ng cDNA getestet und erfolgte für alle Templates mit hoher Konstanz 

(lineare Abhängigkeit R ≥ 0,98) und annähernd identischer Effizienz nahe der maximalen 

theoretischen Effizienz von 2,0 (Verdopplung aller Templates pro PCR-Zyklus). Die Analyse 

der Amplikons auf einem Agarosegel (4 %) zeigte keinerlei Nebenprodukte und damit eine hohe 

Selektivität der PCRs.  

Tabelle 3-7: optimale Primerkonzentrationen und Ampli fikationseff izienz für die 
getesteten Amplikons.  

optimale Primerkonz. [nM] 
Amplikon 

Forward Reverse 
Effizienz 

parC 200 150 1,89±0,01 
parE 150 150 1,83±0,03 
gyrA 150 150 1,73±0,03 
recA 150 150 1,86±0,06 
agaY 300 450 1,96±0,10 
srmB 150 75 1,97±0,05 

Die Reproduzierbarkeit von PCR-Reaktionen wird von stochastischen Effekten, die durch das 

Poisson-Gesetz beschrieben werden, beeinflusst (73). Die Messungenauigkeit oder Varianz 

nimmt daher mit steigender Zyklenzahl bzw. geringerer Templatemenge zu (262).  

Die Variabili tät der gemessenen CT-Werte innerhalb eines dreifachen PCR-Ansatzes (intra-

Assay) betrug für alle Amplikons < 0,7 % und für verschiedene PCR Ansätze von einer cDNA 

(inter-Assay) für srmB 1,5 %, für alle anderen Amplikons < 0,6 % (Tab. 3-8).  

Tabelle 3-8: % mittlerer Variationskoeff izient bei Ampli fikationen durch real-time PCR.  

% mittlerer Variationskoeffizient 
Amplikon intra-Assay inter-Assay relative 

Genexpressiona 
parC 0,47 0,59 9,8 
parE 0,53 0,5 12,2 
gyrA 0,49 0,55 7,9 
recA 0,38 0,62 8,7 
agaY 0,65 0,63 17,1 
srmB 0,61 1,54 12,9 

a n = 65  
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Die Quantifizierung der cDNAs mittels SYBR® Green-PCR war somit sehr stabil und zeigte für 

alle Amplikons eine hohe Reproduzierbarkeit. 

Der zusätzlich in Tab. 3-8 angegebene mittlere Variationskoeffizient der relativen 

Genexpression wurde über die Standardabweichung der relativen Genexpression, SExrel (siehe 

2.2.15.3) berechnet. Er berücksichtigt insgesamt 65 unterschiedliche Paare von RNA-

Präparationen einschließlich der sich anschließenden RT-Reaktion und real-time PCR. Die 

größte Variation von 17,1 % wurde dabei für das agaY-Amplikon festgestellt, das zugleich die 

höchsten CT-Werte aufwies. Für die anderen Amplikons lag der mittlere Variationskoeffizient 

der relativen Genexpression zwischen 7,9 % und 12,9 %.  

3.2.4 Lokalisierung der Transkriptionsst artpunkt e von parC und parE 

Die Lokalisierung der Transkriptionsstartpunkte erfolgte in E. coli  WT mittels einer neu 

entwickelten Methode basierend auf der „Primer-Extension“-Analyse wie unter 2.2.16 

beschrieben. Hierzu wurden Primer verwendet, die an ihrem 5'-Ende mit dem Fluoreszenz-

farbstoff 6-Carboxy-fluorescein Phosphoamidite (6-FAM) markiert sind und etwa 50 bp 

stromabwärts des Translationsstarts an die mRNAs von parC bzw. parE binden (siehe 

Abb. 3-11 und 3-12). Durch die Verlängerung dieser Primer entstanden cDNA-Fragmente, 

deren 3'-Ende den jeweili gen Transkriptionsstartpunkt markiert. Diese wurden zusammen mit 

einem Längenstandard, bestehend aus unterschiedlich langen, am 5'-Ende mit dem Fluoreszenz-

farbstoff Carboxy-tetramethyl-rhodamin (TAMRA) markierten DNA-Fragmenten, durch eine 

Kapill arelektrophorese getrennt und ihre Länge im Vergleich zum Längenstandard über die 

Laufzeiten der Proben berechnet. Da die Laufeigenschaften von denaturierter DNA im 

verwendeten POP-6-Polymer jedoch auch sequenzabhängig sind (7), war eine Validierung 

dieser Längenbestimmung erforderlich. Die Validierung erfolgte mit Größenstandards 

definierter Länge (siehe Tab. 2-4), die mittels PCR unter Verwendung der 6-FAM markierten 

Primer aus den stromaufwärts liegenden Sequenzen von parC und parE generiert wurden. Die 

Länge dieser hergestellten Größenstandards wurde mittels des TAMRA-Längenstandards exakt 

bestätigt und damit die ermittelten Fragmentlängen der parC- und parE-cDNAs verifiziert.  

Unter exponentiellem Wachstum (OD560 = 0,62 – 0,69) wurde das häufigste cDNA-Fragment 

von parC mit 103,2 nt bestimmt. Hieraus ergab sich für den Transkriptionsstart ein Guanin, 

51 bp vor dem Translationsstart (Abbildung 3-16). Es wurden vier weitere Fragmente in 

geringerer Kopienzahl (maximal 10 %) detektiert (Tab. 3-9). In der frühen stationären 

Wachstumsphase (OD560 = 1,49) konnte nur ein cDNA-Fragment von 103,3 nt detektiert 

werden, entsprechend dem häufigsten Fragment unter exponentiellem Wachstum.  
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Tabelle 3-9: parC-Fragmente aus der „Primer-Extension“ -Analyse  

parC Fragmentlänge 
[nt]a 

relative 
Häufigkeitb 

Fragmentlänge 
[nt]a 

relative 
Häufigkeitb 

 exponentielle Phase frühe stationäre Phase 
Hauptfragment 103,2 (g) 1,00 103,3 (g) n.b. 
Nebenfragmente 96,2 (t) 

141,1 (c) 
159,5 (gc) 
178,7 (c)  

0,09 
0,07 
0,10 
0,07 

– – 

a Mittelwerte aus 2 unabhängigen Bestimmungen 
b hierzu wurden die jeweili gen Peak-Flächen vergli chen (7) 

Abbildung 3-16: 5'-Region von parC; * Ende des für WT, WT-4, WT-3-1, MIII und MIII- 300 
sequenzierten DNA-Abschnitts (–118 - –480: E. coli  K12-Sequenz), fettgedruckte Basen geben die 
experimentell bestimmten Transkriptionsstartpunkte wieder; gestrichelte Pfeile, Transkriptions-
startpunkte ohne proximale Promotorsequenzen; RpoDn, σ70-abhängiger Promotor mit n bp Abstand 
zwischen –10- und –35-Region; angegeben ist auch die Bindestelle des für die „Primer-Extension“ 
verwendeten 6-FAM-parC-Primers  

Für parE wurde das häufigste cDNA-Fragment mit 102,7 nt bestimmt, woraus sich für den 

Transkriptionsstart ein Guanin, 55 bp vor dem Translationsstart ergab (Abb. 3-17). Es wurden 
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tgatttcatgctgtctcggcagtcgtgggatgcgacgtacaatgatgcttccagcttcct

gaacacgctcaaaagcgatagtgaagaaaacgtcggtcactggaaaaatgcgcagtatga

cgccttactaaaccaggccacgcagatcactgatgcgacaaagcgtaatgcgttgtatca
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vier zusätzliche Fragmente in etwas geringerer Kopienzahl detektiert. Im Vergleich zum 

Hauptfragment betrugen ihre relativen Häufigkeiten zwischen 23 % und 72 % (Tabelle 3-10). 

Tabelle 3-10: parE-Fragmente aus der „Primer-Extension“-Analyse 

parE Fragmentlänge 
[nt]a 

relative 
Häufigkeitb 

Fragmentlänge 
[nt]a 

relative 
Häufigkeitb 

 exponentielle Phase frühe stationäre Phase 
Hauptfragment 102,7 (g) 1,00 159,5 (at) n.b. 
Nebenfragmente 159,4 (at) 

178,4/179,1 (t) 
288,2 (a) 
ca. 380 (g) 

0,72 
0,60 
0,25 
0,23 

– – 

a Mittelwerte aus 2 unabhängigen Bestimmungen 
b hierzu wurden die jeweili gen Peak-Flächen vergli chen (7) 

Abbildung 3-17: 5'-Region von parE der Stämme WT, WT-4, WT-3-1, MIII und MIII- 300 (bis 
Position –604 sequenziert), fettgedruckte Basen geben die für WT experimentell bestimmten 
Transkriptionsstartpunkte wieder; RpoDn, σ70-abhängiger Promotor mit n bp Abstand zwischen –10 und 
–35-Region, angegeben ist auch die Bindestelle des für die „Primer-Extension“ verwendeten 6-FAM-
parE-Primers 

 

�����������������������������������������������������������������������������
�����������������������������������������������������������������������������

ctggcggaacatcaccctgacgttgagatgatcattccgcagttgcccccgtatccttct

gacgcggcagaactgctggaatctattgtcctggaacatggcggcgattcgctgggtatt

gtcggttcgtcactggggggatattacgccacctggttgtcgcaatgttttatgctgccc

gcagtggtggtaaacccggcggtgcgaccgtttgaactgctgacggactatctcggtcag

aacgagaacccctacaccgggcagcaatatgtgctagagtcacgccatatttacgatctc

aaagtcatgcagattgacccgctggaagcgccggatttgatctggctgctgcaacagacg

ggagatgaagtgctggattaccgccaggcggtggcgtactacgcttcctgccgccagact

gtcatagaaggcggcaaccacgcattcacgggcttcgaagattatttcaacccgatcgtc

gattttcttggtctgcaccatctctgacgatcaactcgaattgctaacttaaacc atg

acgcaaacttataacgctgatgccattgaggtactcaccgggctt

CRP-Bindemotiv

+1

– 60

– 120

– 180

– 240

+59

– 300

– 360

– 420

– 480

–35 –10RpoD17

H-NS-Bindemotiv

T    Q     T  Y    N    A    D     A     I     E    V    L    T     G    L

M

H-NS-Bindemotiv

TyrR- und H-NS-Bindemotiv

–35

–10RpoD17

–35 –10RpoD15

–35 –10RpoD18

–35 –10RpoD21

P1

–35 –10RpoD17

P2

P3

P4

P5

RBS

6FAM-parE

. . . . .

. . . . .

. . . . .

. . . . .

. . . . .

. . . . .

. . . . .

. . . . .

. . . . .

�����������������������������������������������������������������������������
�����������������������������������������������������������������������������

ctggcggaacatcaccctgacgttgagatgatcattccgcagttgcccccgtatccttct

gacgcggcagaactgctggaatctattgtcctggaacatggcggcgattcgctgggtatt

gtcggttcgtcactggggggatattacgccacctggttgtcgcaatgttttatgctgccc

gcagtggtggtaaacccggcggtgcgaccgtttgaactgctgacggactatctcggtcag

aacgagaacccctacaccgggcagcaatatgtgctagagtcacgccatatttacgatctc

aaagtcatgcagattgacccgctggaagcgccggatttgatctggctgctgcaacagacg

ggagatgaagtgctggattaccgccaggcggtggcgtactacgcttcctgccgccagact

gtcatagaaggcggcaaccacgcattcacgggcttcgaagattatttcaacccgatcgtc

gattttcttggtctgcaccatctctgacgatcaactcgaattgctaacttaaacc atg

acgcaaacttataacgctgatgccattgaggtactcaccgggctt

CRP-Bindemotiv

+1

– 60

– 120

– 180

– 240

+59

– 300

– 360

– 420

– 480

–35 –10RpoD17

H-NS-Bindemotiv

T    Q     T  Y    N    A    D     A     I     E    V    L    T     G    L

M

H-NS-Bindemotiv

TyrR- und H-NS-Bindemotiv

–35

–10RpoD17

–35 –10RpoD15

–35 –10RpoD18

–35 –10RpoD21

P1

–35 –10RpoD17

P2

P3

P4

P5

RBS

6FAM-parE

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .

. . . . .. . . . .



Ergebnisse 

78 

Unter Bedingungen der frühen stationären Wachstumsphase (OD560 = 1,49) wurde für parE 

ebenfalls nur ein Transkript detektiert, dessen Länge anders als bei parC nicht einem Start an 

P1, sondern einem Transkriptionsstart identisch zu P2 (Abbildung 3-17) entspricht.  

3.2.5 DNA-Bindestellen für Transkriptionsfaktoren 

Nach Lokalisation der Transkriptionsstartpunkte für parC und parE wurden die jeweils 

stromaufwärts liegenden Sequenzen mit einer Software-gestützten Analyse (284) hinsichtlich 

möglicher Bindestellen für RNA-Polymerase und Transkriptionsfaktoren untersucht. Hierdurch 

konnten jeweils unmittelbar vor den primären Transkriptionsstartpunkten (P1) von parC und 

parE mögliche Bindemotive für σ70-abhängige RNA-Polymerase (-10- und –35-Region) 

gefunden werden, die mit Ausnahme der –10-Region des P1 von parE eine hohe Homologie zur 

Konsensussequenz aufweisen (Score ≥ 2,67 und 17 bp Abstand der Regionen, Tab. 3-11). Die 

-10- und –35-Region vor P1 von parC weist zudem eine hohe Homologie zum P3-Promotor von 

topA ([328], Tab.3-11) auf. Zusätzlich wurden vor weiteren zwei möglichen 

Transkriptionsstartpunkten von parC und allen anderen von parE ebenfalls putative 

Bindemotive einer σ70-abhängige RNA-Polymerase gefunden (Tab. 3-11).  

Tabelle 3-11: Vergleich der –10 und –35 Regionen der Promotoren P1-P3 (parC, Abb. 3-16) bzw. 
P1-P5 (parE, Abb. 3-17) mit dem σ70-Konsensuspromotor und vorgeschlagenen Promotoren für parC 
(Peng& Marians 1993) und parE (Kato et al. 1990) sowie topA (Tse-Dinh & Beran 1988) 

 σ70 abhängiger 
Promotor 

-35-Region (Score1) Spacer 
(bp) 

-10-Region (Score1) mRNA-
Start 

Abstand 
zu ATG2 

 Konsensus TTGACA (5,25) 17 TATAAT (5,97) G oder A  

parC P1 
P2 
P3 
PPeng&Marians  

GTGACT (3,41) 
TCGCCG (0,62) 
TTGTAT (3,37) 
TTGATC (2,62) 

17 

19 

15 
22 

TAGTAT (3,49) 
GCTATT (-1,19) 
TGCCTT (-2,46) 
TAATGT (2,57) 

G 
C 
C 

n.b. 

55 
89 
127 
60 

parE P1 
P2 
P3 
P4 
P5 
PKato et al. 

TTCACG (2,67) 
TGGCGT (-0,29) 
TGGATT (1,40) 
CAGCAA (-1,71) 
TTTTAT (2,07) 
TTGGTC (-0,55) 

17 
17 
21 
18 
17 
17 

CAACCC (-2,82) 
CAGACT (1,83) 
TACTAC (-0,21) 
CATATT (2,68) 
TAAACC (0,92) 
TCAACT (-0,63) 

G 
A/T 
T 
A 
G 

n.b. 

62 
115 
133 
244 
339 
32 

topA P3Tse-Dinh & Beran GTGACG (2,63) 18 TAGATT (3,87) G 205 
1 entsprechend der Basengewichtung (weight matrix) nach Hertz & Stormo (1996) 
2 Abstand (bp) zwischen –10-Region und Translationsstart  
 
Die entsprechenden –10- und –35-Regionen der distalen Promotoren von parC weisen mit 

einem summierten Score ihrer Sequenz von –0,57 (P2) bzw. 0,91 (P3) und einem untypischen 

Abstand der Bindemotive (19 bp bzw. 15 bp) eine geringe Homologie zum Konsensuspromotor 

auf (Tab. 3-11). Diese geringe Homologie korreliert mit den nachgewiesenen relativ geringen 
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(≤ 10 %) Transkriptmengen (siehe Tab. 3-9). Die putativen Promotoren der distalen 

Transkriptionsstartpunkte von parE weisen aufgrund der Sequenz und dem Abstand ihrer -10- 

und –35-Region (siehe Tab. 3-11) mit Ausnahme von P3 (21 bp Abstand) eine größere 

Homologie zum Konsensuspromotor auf (summierter Score von 1,54 [P2], 1,19 [P3], 0,97 [P4] 

bzw. 2,99 [P5]) und korrelieren ebenfalls mit Ausnahme von P3 mit den relativ hohen 

Transkriptmengen (≥ 23 %, Tab. 3-11). Die Sequenzen vor den Transkriptionsstartpunkten an 

den Positionen +8 und –56/57 der 5'-parC-Region gaben keine Hinweise auf effiziente 

Promotor-Elemente (z. B. –10- oder –35-Region).  

Als Ribosomenbindungsstelle (RBS) wurde für parC die Sequenz GAGGAA mit einem 

Abstand von 9 bp zum Startcodon und für parE die Sequenz GAATTG mit 12 bp Abstand zum 

Startcodon postuliert (Abb. 3-16 und 3-17). Beide Sequenzen ermöglichen jeweils eine Bindung 

zu vier komplementären Basen des 3'-Endes der 16S rRNA (3'AUUCCUCCAC).  

Die Software-gestützte Untersuchung der 5'-Regionen stromaufwärts von parC und parE 

hinsichtlich möglicher Bindestellen für Transkriptionsfaktoren ergab für parC jeweils ein 

Bindemotiv für TyrR (etwa 300 bp stromaufwärts von P3) und CRP (etwa 390 bp stromaufwärts 

von P3) sowie für H-NS, unmittelbar vor der postulierten RBS (Abb. 3-16 und 3-17). Für parE 

wurde ein CRP-Bindemotiv (überlappend zur –35-Region von P5), ein TyrR-Bindemotiv 

(überlappend zur –10-Region und dem Transkriptionsstart von P4) sowie insgesamt 3 mögliche 

Bindemotive für H-NS in den Promotorbereichen von P1 und P4 und im Promotor-freien 

Bereich zwischen P3 und P4 identifiziert.  

3.2.6 Quantifizierung der Genexpress ion 

Die Expression verschiedener Gene wurde durch Quantifizierung der jeweili gen mRNAs 

bestimmt. Für die Normalisierung unterschiedlicher RNA-Mengen erwies sich die optische 

Dichte der Kultur als ungeeignet, da der RNA-Gehalt einer Kultur stark von den Kultur-

bedingungen abhängt und nicht mit der optischen Dichte der Kultur korreliert (siehe 3.2.1.1 und 

3.2.1.2). Für Genexpressionsstudien, die den Einfluss verschiedener Kulturbedingungen 

vergleichen, sollten daher definierte Mengen Gesamt-RNA verwendet werden. 

Als gemeinsame Referenz aller Genexpressionsdaten (CT-Werte) diente daher die in die RT-

Reaktion eingesetzte Gesamt-RNA-Menge von 150 ng bzw. 1/100 Volumen cDNA-Template 

(15 ng/10 µl) in der real-time PCR. Durch einheitliche Reaktionsbedingungen wurden 

Schwankungen der Effizienz auf ein Minimum reduziert. 

Die Transkriptmengen wurden als relative Veränderungen im Vergleich zur jeweili gen 

Kontrolle (unbehandelte Kultur zum gleichen Zeitpunkt oder Ausgangskultur im Falle der 

Untersuchung unterschiedlicher Wachstumsphasen) gemäß 2.2.15.3 berechnet und zusammen 

mit der Standardabweichung (Fehlerbalken) dargestellt. 
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3.2.6.1 Express ion von parC und parE  

3.2.6.1.1 Einfluss der Wachstumsphase  

In einer Batchkultur von E. coli  ist exponentielles Wachstum limitiert. Abnehmende 

Substratkonzentrationen und zunehmende Konzentrationen an toxischen Stoffwechselprodukten 

lassen ein Wachstum nur bis zu einer Zelldichte von etwa 5x109 KBE/ml zu. In der folgenden 

stationären Phase ändert sich die Zelldichte kaum, jedoch muss der bakterielle Stoffwechsel 

durch eine veränderte Genexpression an die neuen Umweltbedingungen angepasst werden. Es 

sollte untersucht werden, inwieweit diese Anpassung auch die Expression der Topo IV-Gene 

parC und parE und des Gens für die Gyrase-A Untereinheit, gyrA, beeinflusst. Hierzu wurden 

die Transkriptmengen bei unterschiedlichen Kulturdichten in exponentieller und stationärer 

Phase in Relation zur OD560 = 0,1 bestimmt. Als Kontrolle für eine erhöhte Transkription in der 

stationären Phase diente agaY und für eine von der Wachstumsphase unabhängige 

Genexpression srmB (siehe 3.2).  

Abbildung 3-18: Änderungen der Genexpression in einer Batchkultur von E. coli  WT gegenüber der 
Expression bei OD560 = 0,1; Mittelwerte aus 3-4 unabhängigen Bestimmungen +/- ∆Exrel 

Wie aus Abbildung 3-18 ersichtlich, konnten innerhalb der exponentiellen Wachstumsphase 

(OD560 = 0,1-0,69) einer Batchkultur von WT keinerlei signifikante Veränderungen (p > 0,3) in 
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der Expression von agaY, parC, parE und gyrA festgestellt werden. Im Vergleich zur frühen 

exponentiellen Phase (OD560 = 0,1) waren bei einer OD560 = 0,69 die Transkiptmengen von recA 

jedoch signifikant (p < 0,01) erhöht (115 %) und die von srmB signifikant vermindert (73 %).  

In der späten exponentiellen Phase (OD560 = 0,86-0,89) stieg die Transkriptmenge von agaY, 

weiter an (143 %) und auch für das recA-Transkript konnte ein signifikanter und für das gyrA-

Transkript ein schwach signifikanter (p < 0,1) Anstieg (115 %) gemessen werden. Die Menge 

des parC-Transkripts nahm hingegen statistisch signifikant auf 82 % ab, und auch für das parE-

Transkript konnte eine schwach signifikante (p < 0,1) Abnahme gemessen werden. In der frühen 

stationären Phase (OD560 = 2,36–2,55) wiesen alle untersuchten Gene signifikante 

Veränderungen ihrer Transkriptmengen auf. Die deutlichste Veränderung konnte für das agaY-

Transkript festgestellt werden, das eine Zunahme auf das 8,5fache (p < 0,01) erfuhr. Im 

Vergleich zur späten exponentiellen Phase nahm auch die Transkriptmenge von recA weiter 

signifikant (p < 0,01) auf das 2,2fache zu, während sich die Transkriptmengen von parC und 

gyrA signifikant (p < 0,01) auf etwa die Hälfte, die von srmB (p < 0,01) sogar auf fast ein Drittel 

reduzierten. Etwa 8 h nach Beginn der stationären Phase betrugen die Transkriptmengen aller 

untersuchten Gene etwa 1/5 bis 1/10 der Menge, die in der frühen exponentiellen Phase vorlagen 

(Daten nicht gezeigt). Solche geringen Transkriptmengen wurden mit Ausnahme von agaY 

(Reduktion auf 50 %) auch nach einer 2stündigen Inkubation unter Nährstoffmangel in PBS 

festgestellt (Daten nicht gezeigt). 

3.2.6.1.2 Einfluss des DNA-Überspiralisierungsgrads 

Aufgrund der Beteili gung von Topo IV an der Aufrechterhaltung des globalen DNA-

Überspiralisierungsgrads (365) erschien eine Regulation der Transkription von parC und parE 

durch den Überspiralisierungsgrad wie bei topA (327) oder gyrA/B (229) denkbar. Diese 

Annahme wurde durch die für parC und parE identifizierten Promotorregionen (siehe 3.2.4 und 

3.2.5) gestützt und die gemessenen Reprimierung von parC in der stationären Wachstumsphase 

(Abbildung 3-18) deutete ebenfalls auf eine Regulation durch einen in dieser Phase 

abnehmender Überspiralisierungsgrad. Die mögliche Reprimierung der Expression von parC 

und parE infolge einer geringer überspiralisierten DNA sollte daher nach Hemmung von Gyrase 

mittels Novobiocin und nach der Induktion eines Kälteschocks untersucht werden. 
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3.2.6.1.2.1 Effekt durch Novob iocin 

Novobiocin verursacht durch Hemmung von Gyrase eine Relaxierung der DNA (83). Diese 

Relaxierung bewirkt kompensatorisch eine erhöhte Expression der Gene gyrA und recA (229, 

307), die daher als Positivkontrollen dienten. 

Abbildung 3-19: Änderung der Genexpression in E. coli  WT nach Zugabe von bakteriostatischen 
Novobiocinkonzentrationen (16-64 µg/ml) im Vergleich zu unbehandelten Kulturen; Mittelwerte aus 4 
unabhängigen Bestimmungen +/- ∆Exrel 

Die Inkubation von WT mit Novobiocin in bakteriostatischen Konzentrationen (siehe 3.1.5) 

verursachte im Vergleich zu unbehandelten Kontrollen zeit- und konzentrationsabhängig eine 

Zunahme der Expression von recA und eine Abnahme der Expression von parC und parE 

(Abbildung 3-19). Bereits nach 10minütiger Inkubation konnten signifikant höhere Transkript-

mengen von recA (p = 0,02) und gyrA (p = 0,01) festgestellt werden. Nach 30 min zeigte sich 

neben der erhöhten Transkriptmenge von recA (Faktor 1,7; p = 0,001) und gyrA (Faktor 1,4; 

p = 0,003) eine signifikante Reduktion des parC- (Faktor 0,76; p = 0,001) und agaY-Transkripts 

(Faktor 0,6; p = 0,005). Nach 60 min waren die Transkriptmengen von parC und parE sowohl 

gegenüber der zeitgleichen Kontrolle als auch gegenüber den Transkriptmengen nach 30 min 

signifikant (p < 0,003) reduziert, während sich das recA-Transkript signifikant (p < 0,001) auf das 

2,4fache und das agaY-Transkript auf das 1,7fache (p < 0,005) erhöhte. Die Menge des gyrA-

Transkripts sank hingegen wieder auf das Niveau der unbehandelten Kontrolle (Faktor 1,1; 

p = 0,01). Eine längere Inkubation über 90 min führte zu einer weiteren Abnahme des parC-
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Transkripts (p = 0,03) und des srmB-Transkripts (p = 0,05), während die anderen 

Transkriptmengen unveränderten blieben (p > 0,1). Eine auf 120 min verlängerte Inkubation 

führte zu keiner weiteren Veränderung der Transkriptmengen (Daten nicht gezeigt). 

Abbildung 3-20 zeigt, dass steigende Novobiocinkonzentrationen im Bereich von 16 µg/ml bis 

64 µg/ml nach 60 min eine Zunahme der recA-Expression (p < 0,05) und eine Abnahme der 

parE-Expression (p < 0,1) verursachten. 

Abbildung 3-20: Änderung der Genexpression in E. coli  WT 60 min nach Zugabe von 
bakteriostatischen Novobiocinkonzentrationen (16-64 µg/ml) im Vergleich zu unbehandelten Kulturen; 
Mittelwerte aus 4 unabhängigen Bestimmungen +/- ∆Exrel 

Demgegenüber führten die höheren Konzentrationen von 32 µg/ml oder 64 µg/ml nach 60 min 

zu keiner signifikanten Veränderung in der Expression von parE (p = 0,11) oder gyrA (p > 0,2).  

3.2.6.1.2.2 Effekt durch Kälteschock  

Eine Verringerung der Temperatur von 37 °C auf 15 °C bewirkt physikalisch eine Erhöhung des 

DNA-Twists und dadurch eine Induktion der recA-Expression (345). Aufgrund des 

festgestellten Zusammenhangs zwischen einer Induktion der recA- und einer Reduktion der 

parC- und parE-Expression nach Novobiocingabe (Abbildung 3-19) sollte ein möglicher 

Einfluss des DNA-Twists auf die parC- und parE-Expression verifiziert werden. Hierzu wurde 

die Expression von parC und parE nach einem Käteschock an Zellen aus der exponentiellen 

Wachstumsphase untersucht. Da die Expression von gyrA, durch spezielle Transkriptions-

faktoren einige Stunden nach einem Kälteschock induziert wird (173), diente die Transkription 
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dieses Gens als Kontrolle für eine Genregulation durch Kälte-induzierte Transkriptionsfaktoren 

aus der CspA-Familie (94, 348). Die Induktion des Kälteschocks erfolgte durch Überführung 

der exponentiell wachsenden Bakterienkultur in einen auf 15 °C gekühlten Wasserbadschüttler. 

Die in Abbildung 3-21 dargestellten Veränderungen der Transkriptmengen nach Induktion eines 

Kälteschocks repräsentieren lediglich Einzelmessungen und können daher nur tendenzielle 

Änderungen der jeweili gen Genexpression anzeigen.  

Abbildung 3-21: Änderung der Genexpression in E. coli  WT in Abhängigkeit eines Kälteschocks (60, 
260 und 360 min) im Vergleich zur Expression vor Induktion des Kälteschocks; n = 1; Fehlerbalken 
repräsentieren die intra-Assay Variation 

Der Kälteschock verursachte neben einem sofortigen Stopp des Zellwachstums (keine Zunahme 

der OD560, Daten nicht gezeigt) eine 3fache Induktion der recA-Expression nach 60 min, 

während die Expression von parC auf fast die Hälfte und von srmB auf fast ein Drittel abfiel. 

Nach 260 min zeigte von den untersuchten Genen lediglich gyrA, die Kontrolle für die 

Expression später Kälteschockgene, im Vergleich zur unbehandelten Kultur eine auf das 

1,8fache gesteigerte Expression. Die Expression von parC und srmB stieg nach 260 min wieder 

an, erreichte jedoch nur 70 % (parC) bzw. 90 % (srmB) der jeweili gen Expression vor dem 

Kälteschock. Die Induktion der recA-Expression reduzierte sich mit anhaltendem Kälteschock 

auf 190 % nach 260 min bzw. 150 % nach 6 h. Das Referenzgen für Expressionsveränderungen 

in der stationären Phase, agaY, wies erstmals nach 6 h eine um das mehr als 3fache gesteigerte 

Expression auf.  
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3.2.6.1.3 Einfluss von Mutationen in Topo  IV und Gyrase 

Nachdem ein Einfluss der Mutationen in parC und gyrA auf die Generationszeit der Stämme 

WT-4 und WT-3-1 ausgeschlossen wurde (3.1.1.1), sollte untersucht werden, ob diese 

Mutationen möglicherweise durch Beeinträchtigung der Enzymfunktion zu einer veränderten 

Genexpression führen. Abbildung 3-22 zeigt die Unterschiede in der Genexpression an 

exponentiell wachsenden Kulturen von WT-4, WT-3-1, M III und M III- 300 im Vergleich zu 

WT.  

Abbildung 3-22: Änderungen der Genexpression in verschiedenen E. coli  Mutanten im Vergleich zu 
WT bei exponentiellem Wachstum (OD560 = 0,6); Mittelwerte aus 2-3 unabh. Bestimmungen +/- ∆Exrel 

Die parCS80I Mutation in WT-4 zeigte keinen Einfluss auf die Expression der untersuchten 

Gene. Stamm M III ist gegenüber den WT-Stämmen durch eine verdoppelte Generationszeit 

charakterisiert (Tab. 3-1) und wies gegenüber WT signifikant reduzierte Transkriptmengen 

(p < 0,01) von parC, parE und recA (jeweils 30–40 %) sowie von gyrA und srmB (etwa 50 %) 

auf. Die in ihrer Wachstumsrate gegenüber M III kompensierte Mutante M III- 300 besaß 

hingegen ähnliche Transkriptmengen wie WT. Stamm WT-3-1 wies eine um den Faktor 2,1 

erhöhte Expression von gyrA (p = 0,05) sowie eine leicht erhöhte Expression von recA (p < 0,1) 

auf. 

Eine Quantifizierung der chromosomalen Kopien von gyrA mittels real-time PCR zeigte keine 

Unterschiede zwischen den verschiedenen Stämmen (Daten nicht gezeigt), so dass eine 

Genduplikation als mögliche Ursache für die erhöhte gyrA-Transkription in WT-3-1 

ausscheidet. Zur Klärung, ob eine veränderte Promotorstruktur zur erhöhten gyrA-Expression in 

WT-3-1 beiträgt, wurde der nichttranslatierte 5'-Bereich bis 379 bp vor dem Startcodon 
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sequenziert. Die Sequenzen von WT, WT-4, und M I waren identisch, während in der DNA-

Sequenz von WT-3-1 Basenaustausche an Position –139 und –142 möglicherweise eine 

zusätzliche –10-Binderegion für σ70 RNA-Polymerase herstellen, die einen optimalen Abstand 

(17 bp) zu einer möglichen –35 Region aufweist (Abbildung 3-23).  

Abbildung 3-23: Alignment der gyrA-Sequenzen von WT-3-1, WT, WT-4, M I und E. coli  K12; 
Transkriptionsstart (+1) sowie –10 und –35 Regionen nach (230); fettgedruckte Basen: abweichend zu 
WT, WT-4 und M I; Boxen: mögliche –10 und –35 Regionen.  

3.2.6.2 Express ion des SOS-Gens recA 

Zellmorphologische Analysen (3.1.2.1) an exponentiell wachsenden Kulturen von WT-4 und 

WT-3-1 zeigten nach einer Hemmung durch Ciprofloxacin und Norfloxacin eine Filamentierung 

als Zeichen einer Induktion der SOS-Antwort, (Abbildung 3-2). Durch die Bestimmung der 

Transkriptmengen des SOS-Gens recA sollte eine solche Induktion infolge der Hemmung von 

Gyrase oder Topo IV verifiziert und quantifiziert werden. 
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3.2.6.2.1 Induktion durch Ciprofloxac in 

Ciprofloxacin bewirkte durch Hemmung von Gyrase in WT eine konzentrations- und 

zeitabhängige Induktion der recA-Expression. Nach 30 min (Daten nicht gezeigt) führten 

subinhibitorische Konzentrationen von 1/4 x MHK (0,004 µg/ml) zu einem 2fachen Anstieg. 

Höhere Konzentrationen bewirkten eine entsprechend stärkere Induktion (Faktor 3,3 bei MHK 

und Faktor 8,1 bei 8 x MHK) der recA-Expression. Nach 60 min (Abbildung 3-24) konnte 

ebenfalls eine Zunahme (p < 0,006) des recA-Transkripts ab einer Konzentration von 

0,004 µg/ml festgestellt werden. Die Erhöhung der Konzentration von 0,002 µg/ml auf 

0,008 µg/ml bzw. von 0,008 µg/ml auf 0,016 µg/ml verursachte jeweils eine signifikante 

Zunahme (p < 0,05) des recA-Transkripts bis zum 4,7-5,7fachen bei 0,016 µg/ml (Abbildung 

3-24 und 3-25). Unter der 8fachen MHK (0,1 µg/ml) war hingegen die Menge aller untersuchten 

Transkripte stark reduziert (p < 0,01). 

Abbildung 3-24: Änderungen der Genexpression in E. coli  WT nach 1 h Inkubation mit 
subinhibitorischen und bakteriostatischen Ciprofloxacinkonzentrationen im Vergleich zur unbehandelten 
Kontrolle; Mittelwerte aus 3 unabh. Bestimmungen +/- ∆Exrel  

Über den Zeitraum von 3 h zeigte sich unter einer bakteriostatischen Ciprofloxacinkonzentration 

zusätzlich eine zeitabhängige Veränderung der recA-Transkriptmenge (Abbildung 3-25). Nach 

einem Anstieg auf das 4fache nach 15 min (p < 0,0001) und einem weiteren Anstieg auf das 

5,7fache nach 60 min (p < 0,0001) sank die Transkriptmenge nach 2 h wieder auf das 3,8fache 

ab (p = 0,0006). Diese Abnahme war gleichzeitig verbunden mit einer signifikanten Reduktion 

(p < 0,017) aller untersuchten Transkripte mit Ausnahme des gyrA-Transkripts, das wieder 

zunahm (p = 0,0007). Nach einer dreistündigen Inkubation stieg die Menge des recA-Transkripts 

auf das 7fache an (p < 0,01). 
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Abbildung 3-25: Änderungen der Genexpression in E. coli  WT nach Inkubation mit einer 
bakteriostatischen Ciprofloxacinkonzentration (0,016 µg/ml) über 180 min im Vergleich zur jeweili gen 
unbehandelten Kontrolle; Mittelwerte aus 3-6 unabh. Bestimmungen +/- ∆Exrel 

Die Auswirkungen einer Hemmung von Topo IV durch Ciprofloxacin auf die Genexpression 

wurden nur durch eine Einzelmessung erfasst, so dass die Ergebnisse nur eine Tendenz 

wiedergeben. Bakteriostatische Ciprofloxacinkonzentration (0,56 µg/ml) führten nach 

Hemmung von Topo IV zu einem ähnlichen Induktionsprofil von recA, jedoch mit 

Induktionsfaktoren, die um 30-50 % niedriger lagen als nach der Hemmung von Gyrase. Die 

Hemmung von Topo IV führte anders als die Hemmung von Gyrase nach 180 min zu einem 

starken Rückgang der parC-Transkriptmenge auf < 30 % (Abbildung 3-26).  

Abbildung 3-26: Änderungen der Genexpression in E. coli  WT-3-1 nach Inkubation mit einer 
bakteriostatischen Ciprofloxacinkonzentration (0,56 µg/ml) über 180 min im Vergleich zur jeweili gen 
unbehandelten Kontrolle; n = 1; Fehlerbalken repräsentieren die intra-Assay Variation 
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3.2.6.2.2 Induktion durch Norfloxac in 

Die ermittelten Expressionsänderungen von recA nach einer Hemmung von Gyrase (Abb. 3-27) 

und Topo IV (Abb. 3-28) durch bakteriostatische Norfloxacinkonzentrationen entstammen einer 

Einzelmessung und stellen daher nur tendenzielle Ergebnisse dar. 

Abbildung 3-27: Änderungen der Genexpression in E. coli  WT nach Inkubation mit einer 
bakteriostatischen Norfloxacinkonzentration (0,07 µg/ml) über 180 min im Vergleich zur jeweili gen 
unbehandelten Kontrolle; n = 1; Fehlerbalken repräsentieren die intra-Assay Variation  

Abbildung 3-28: Änderungen der Genexpression in E. coli WT-3-1 nach Inkubation mit einer 
bakteriostatischen Norfloxacinkonzentration (1,0 µg/ml) über 180 min gegenüber der jeweili gen 
unbehandelten Kontrolle; n = 1; Fehlerbalken repräsentieren die intra-Assay Variation 

Die Hemmung von Gyrase und Topo IV durch Norfloxacin verursachte eine mit der 

Inkubationszeit zunehmende Induktion der recA-Expression. Die Induktionsfaktoren, die durch 

Hemmung von Gyrase nach 15 min bzw. 1 h auftraten, wurden auch durch Hemmung von 
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Topo IV erzielt und entsprachen etwa den Induktionsfaktoren, die durch Hemmung von 

Topo IV mit Ciprofloxacin (Abb. 3-26) erzielt wurden. Anders verhielt es sich nach einer 

längeren Inkubation. Nach 2 h und 3 h verursachte Norfloxacin durch Hemmung von Gyrase 

eine 1,5fach stärkere Induktion als durch Hemmung von Topo IV (vergl. Abbildung 3-27 und 

28). Zusätzlich unterschieden sich nach dieser längeren Inkubation Norfloxacin und 

Ciprofloxacin bezüglich der nach Hemmung von Gyrase und Topo IV verursachten recA-

Induktion. Die 2stündige Hemmung von Gyrase durch Ciprofloxacin (Abb. 3-25) verursachte 

eine etwa 3fache Induktion, die entsprechende Hemmung durch Norfloxacin (Abb. 3-27) 

hingegen eine 5,5fache Induktion, entsprechend dem unter Ciprofloxacin beobachteten 

Rückgang der recA-Induktion im Vergleich zum 1 h-Wert und der über 3 h kontinuierlich 

zunehmenden Induktion durch Norfloxacin. Nach einer 3stündige Hemmung von Gyrase wurde 

hingegen durch Ciprofloxacin (Abb. 3-25) eine etwas stärkere recA-Induktion verursacht als 

durch Norfloxacin (Abb. 3-27; Faktor 8,1 vs. 6,6), nach Hemmung von Topo IV jedoch eine 

stärkere Induktion durch Norfloxacin (Faktor 5,5; Abb. 3-28) als durch Ciprofloxacin (Faktor 

4,0; Abb. 3-26). 

Die Hemmung von Topo IV durch Norfloxacin (Abb. 3-28) führte wie bereits für Ciprofloxacin 

gezeigt (Abb. 3-26) nach 3 h zu einem starken Rückgang der parC-Transkriptmenge auf 30 %. 

Die entsprechende Hemmung von Gyrase führte hingegen zu keinem Rückgang der parC-

Expression. 

 

Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass die Expression von parC und parE, der beiden 

Strukturgene von Topo IV, durch einen verringerten DNA-Überspiralisierungsgrad negativ 

beeinflusst wird und bei exponentiellem Wachstum im Vergleich zu teilungsinaktiven Zellen ein 

Vielfaches der jeweili gen Transkriptmengen vorliegt (3.2.6.1.1). Diese höheren 

Transkriptmengen korrelieren mit der gegenüber Ciprofloxacin höheren Empfindlichkeit von 

Zellen aus der exponentiellen Wachstumsphase (Abb. 3-6). An der vom Überspiralisierungsgrad 

abhängigen Regulation der parC- und parE-Expression sind neben σ70-abhängigen Promotoren, 

die über die Transkriptionsstartpunkte in Verbindung mit Sequenzhomologien identifiziert 

wurden, möglicherweise auch DNA-Bindeproteine wie CRP und H-NS beteili gt. Die Hemmung 

von Topo IV durch die Fluorchinolone Ciprofloxacin und Norfloxacin zeigte unter den 

getesteten Bedingungen weniger Zellschäden, eine geringere Induktion von recA und einen 

negativen Einfluss auf die Expression von parC als die entsprechende Hemmung von Gyrase 

(Tab. 3-5, Abb. 3-4, 3-24 bis 3-28). Ciprofloxacin und Norfloxacin unterschieden sich zudem in 

ihrer Wirkung, indem Ciprofloxacin nach Hemmung von Gyrase oder Topo IV eine stärkere 

zytotoxische Wirkung und ein anderes Induktionsprofil der recA-Expression verursachte als 

Norfloxacin (Abb. 3-24 bis 3-28). 
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4 Diskussion 
Topoisomerasen sind für alle Zellen essentiell, da sie die räumliche Struktur der DNA 

regulieren. Zellen benötigen eine unterwundene DNA, die zur Verbiegung der DNA-Helixachse 

und zur Ausbildung einer sogenannten negativen Überspiralisierung führt, um die DNA-

Strangtrennung für Vorgänge wie Replikation, Trennung von Tochterchromosomen, 

Rekombination und Transkription zu erleichtern. Aufgrund der doppelhelikalen Struktur der 

DNA verursachen diese Prozesse der vorübergehenden DNA-Strangtrennung Torsions-

spannungen, die von Topoisomerasen aufgelöst werden müssen, indem diese temporäre Einzel- 

oder Doppelstrangbrüche der DNA katalysieren (179, 190). Unter den Topoisomerasen in 

E. coli  besitzt Topoisomerase IV (Topo IV) die umfangreichste Funktion: Topo IV ist ein 

Heterotetramer, bestehend aus je zwei A- und B-Unterheiten (A2B2), die durch die 

korrespondierenden Gene parC und parE codiert werden. Das Enzym katalysiert die Trennung 

der Tochterchromosomen nach der Replikation (272, 365) und die Relaxierung von positiv und 

negativ überspiralisierter DNA, die während der Replikation und Transkription entsteht (71, 

365). Funktionell weist Topo IV damit eine hohe Homologie zu eukaryontischen Typ II 

Topoisomerase-Enzymen auf.  

Die beiden bakteriellen Typ II Topoisomerasen, Gyrase und Topo IV, sind die Zielstrukturen für 

die klinisch bedeutsamen Fluorchinolon-Antibiotika, von denen einige auch eine Wirkung auf 

eukaryontische Topoisomerase II ausüben (4). Topo IV besitzt in gramnegativen Bakterien wie 

E. coli  eine geringere natürliche Empfindlichkeit für Fluorchinolone als Gyrase und fungiert 

daher nur als sekundäre Zielstruktur (135, 184, 290). Zur Resistenz gegenüber dieser 

Substanzgruppe führen daher nur Mutationen in Gyrase, der empfindlicheren primären 

Zielstruktur, wie Daten von Labormutanten und klinischen Isolaten gramnegativer Bakterien 

zeigen (135, 184). Aufgrund der zunehmenden Anzahl klinischer Isolate mit resistenter Gyrase 

kommt der Hemmung von Topo IV eine immer größere Bedeutung zu. Da in solchen Gyrase-

Mutanten (z. B. WT-3-1) nunmehr Topo IV die empfindlichere Zielstruktur für Fluorchinolone 

ist, eignen sich diese Mutanten besonders für Untersuchungen zu den durch selektive Topo IV-

Hemmung ausgelösten bakteriziden Mechanismen.  

Die Wirksamkeit von Fluorchinolonen ist nicht nur abhängig von ihrer Affinität zu den A-

Untereinheiten (GyrA und ParC) der beiden Zielstrukturen (Gyrase und Topo IV) und der 

intrazellulären Inhibitorkonzentration, sondern auch von dem physiologischen Zustand der 

Bakterienzelle. So erhöht sich die Wirkung dieser Inhibitoren mit zunehmender Wachstumsrate 

(75, 84, 86, 111), zunehmender Anzahl an Zielstrukturen (Typ II Topoisomerasen) und deren 

Schnittstellen im Bakterienchromosom (60, 150, 184, 355) und einer verringerten Fähigkeit zur 
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Rekombination und Reparatur von DNA-Schäden (101, 182). 

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, durch Untersuchung der Genexpression von parC und parE 

sowie der zellulären Folgen einer gezielten Hemmung von Topo IV in der Mutante WT-3-1 

unter verschiedenen zellphysiologischen Bedingungen, den bisherigen Erkenntnisstand über die 

zelluläre Funktion dieses Enzyms in E. coli  und dessen Bedeutung für die Wirkungsweise von 

Fluorchinolonen und anderen Topoisomerase-Inhibitoren zu erweitern.  

4.1 Fluorchinolonwi rkung auf teilungsaktive und teilungsinaktive Zell en 

Fluorchinolone und andere Verbindungen wie Flavone und Epipodophyllotoxine wirken als 

irreversible Inhibitoren und werden auch als „topoisomerase poisons“ (107) bezeichnet. Sie 

stabili sieren ein Intermediat im Reaktionszyklus des Enzyms, in dem die DNA geschnitten und 

mit ihrem 5'-Phosphat über ein Tyrosinrest kovalent an das Enzym gebunden ist (58, 107). Auf 

diese Weise entstehen ternäre Komplexe aus Inhibitor, Topoisomerase und geschnittener DNA, 

die eine lange Halbwertszeit besitzen (291) und durch noch nicht genau verstandenen Prozesse 

in schwer reparierbare, zytotoxische DNA-Doppelstrangbrüche überführt werden können (85, 

111, 113, 143, 190, 354). Solche zytotoxischen DNA-Doppelstrangbrüche werden allerdings 

auch durch bestimmte Gyrase-Mutationen (z. B. gyrA208) (110) oder 5,6-Dioxinochinolone 

(213) induziert, ohne dabei ternäre Komplexe zu stabili sieren. Es wird daher postuliert, dass bei 

uneingeschränktem Zellwachstum jeder Stopp der Replikation, z. B. durch eine gehemmte oder 

funktionell eingeschränkte Gyrase, einen Zusammenbruch der Replikationsgabel, die 

Ausbildung von DNA-Doppelstrangbrüchen, die Induktion der SOS-Antwort und Zelltod zur 

Folge hat (111, 354).  

Untersuchungen von Khodursky et al. zeigten erstmals, dass je nach Hemmung von Gyrase oder 

Topo IV Unterschiede in der Wirkung des Fluorchinolons Norfloxacin auf exponentiell 

wachsende E. coli -Kulturen auftreten. Während die Hemmung von Gyrase eine rasche 

Reduktion der DNA-Synthese und einen schnellen Verlust der Zellteilungsfähigkeit bewirkte, 

verursachte die Hemmung von Topo IV nur einen langsamen Stopp der DNA-Synthese und 

nahezu keinen Verlust der Fähigkeit zur Koloniebildung über mehrere Stunden (182-184). Da 

die Anzahl und das Muster der Topoisomerase-Schnittstellen durch die Struktur des Inhibitors 

beeinflusst wird (5, 203, 259, 319) und mit der cytotoxischen Wirkung korreliert (247), stellte 

sich die Frage, ob andere Fluorchinolone wie Ciprofloxacin und Moxifloxacin mit einer höheren 

Affinität zu Gyrase und Topo IV (290) eine stärkere zytotoxische Wirkung nach Hemmung 

dieser beiden Zielstrukturen verursachen und welche Rolle hierbei dem Zellwachstum zukommt. 

Die zytotoxische Wirkung von Fluorchinolonen mit unterschiedlicher Affinität zu den beiden 

Zielstrukturen wurde daher anhand von Absterbekinetiken, Veränderungen der Zellmorphologie 

und Induktion der SOS-Antwort an Stämmen untersucht, die eine selektive Hemmung von 
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Gyrase (WT-4) oder Topo IV (WT-3-1) ermöglichten. Um zudem den Einfluss der 

Zellphysiologie auf die Fluorchinolonwirkung aufzuzeigen, wurden für diese Untersuchungen 

teilungsaktive Zellen sowie teilungsinaktive Zellen aus unterschiedlichen Wachstumsphasen 

einer Batchkultur verwendet.  

Die Ergebnisse aus Tab. 3-5 sowie den Abb. 3-1, 3-2 und 3-3 zeigen zusammen, dass 

teilungsaktive Zellen aus exponentiell wachsenden Kulturen durch die Fluorchinolone 

Ciprofloxacin und Norfloxacin in Abhängigkeit des verwendeten Nährmediums und der 

gehemmten Zielstruktur unterschiedlich stark geschädigt werden. Ein Einfluss des 

Nährmediums zeigte sich durch den in LB-Medium im Vergleich zu N I-Medium 15-50fach 

geringeren Verlust der Zellteilungsfähigkeit nach Hemmung von Gyrase und Topo IV durch 

Ciprofloxacin und von Gyrase durch Norfloxacin (Tab. 3-5). Die gemessene Keimzahlreduktion 

nach Hemmung von Topo IV durch Norfloxacin wurde hingegen nicht durch das Nährmedium 

beeinflusst (Tab. 3-5). Weitere Absterbekinetiken in N I-Medium, die von Körber et al. (188) 

durchgeführt wurden, zeigen einen annähernd identischen Verlust der Zellteilungsfähigkeit 

(-4log10 nach 3 h) nach Hemmung von Gyrase (WT-4) und Topo IV (WT-3-1) durch 

Ciprofloxacin und Moxifloxacin und bestätigen damit die Ergebnisse aus Tab. 3-5.  

Die Ursachen für die in LB-Medium geringere zytotoxische Wirkung von Norfloxacin auf 

Gyrase und von Ciprofloxacin auf beide Zielstrukturen (Tab. 3-5) sowie für die geringere 

Empfindlichkeit gegenüber Novobiocin (3.1.5) sind nicht bekannt.  

Die Empfindlichkeit gegenüber Norfloxacin, Ciprofloxacin und Novobiocin wird allerdings 

unterschiedlich stark durch den pH-Wert und die Konzentration von Kationen im Nährmedium 

beeinflusst (41, 177, 311). So reduzieren beispielsweise erhöhte Magnesiumkonzentrationen die 

Empfindlichkeit gegenüber Chinolonen (62, 196, 244) und gegenüber Novobiocin (44) um den 

Faktor 2 bis 16. Da die beiden verwendeten Nährmedien (LB- und N I-Bouill on) jedoch den 

gleichen pH-Wert (7,2) besaßen und vermutlich auch annähernd gleiche Kationen-

konzentrationen, müssen andere Faktoren für die unterschiedlichen Empfindlichkeiten in den 

beiden Nährmedien verantwortlich sein. 

Einer dieser Faktoren könnte der Glucosegehalt sein. Während in N I-Medium 1 % Glucose 

bzw. in MH-Medium 1,5 % Stärke enthalten ist, fehlt Glucose in LB-Medium. Die daher in LB-

Medium vorliegenden hohen zellulären cAMP-Spiegel führen zur Aktivierung zahlreicher 

Promotoren durch das cAMP Receptor Protein (CRP) (330), darunter auch der Promotor von 

gyrA (118). Ursächlich für diese Aktivierung ist vermutlich eine Veränderung des lokalen DNA-

Überspiralisierungsgrads infolge der Bindung von CRP an DNA-Sequenzen im Promotor-

bereich (186). Der Zusatz von 1 % Glucose zu LB-Medium verhindert die Induktion des SOS-

Gens yebG infolge von DNA-Schäden (254). Die Induktion des SOS-Regulons durch DNA-

Schäden, die während der stationären Phase entstehen, erfolgt ebenfalls nur bei hohen cAMP-
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Spiegeln (169, 322). Eine stärkere gyrA- und damit vermutlich Gyrase-Expression in LB-

Medium würde zwar eine geringere Empfindlichkeit gegenüber Novobiocin erklären (76, 166), 

andererseits aber zu einer höheren Empfindlichkeit gegenüber Fluorchinolonen (182, 355) 

führen. Eine stärkere Induktion des SOS-Regulons, infolge höherer zellulärer cAMP-Spiegel, 

könnte jedoch zu einer effizienteren Reparatur von DNA-Schäden führen, die durch Hemmung 

von Gyrase und Topo IV entstehen, und damit die verminderte Empfindlichkeit der Stämme 

gegenüber Fluorchinolonen und Novobiocin erklären. Die vom Nährmedium unabhängige 

jedoch geringe zytotoxische Wirkung von Norfloxacin nach Hemmung von Topo IV (Tab. 3-5) 

könnte auf die relativ geringe Stabili tät der gebildeten spezifischen ternären Komplexe (290) 

zurückgeführt werden. Für die Reparatur der resultierenden geringeren Anzahl an DNA-

Schäden, bringt möglicherweise eine in LB-Medium stärker induzierte SOS-Antwort keinen 

Vorteil.  

Die in N I-Medium festgestellte geringere zytotoxische Wirkung von Ciprofloxacin und vor 

allem von Norfloxacin nach Hemmung von Topo IV im Vergleich zur Hemmung von Gyrase 

(Tab. 3-5) ähnelt den Daten anderer Arbeitsgruppen (72, 184). Khodursky et al. postulierten, 

dass die geringere Zytotoxizität nach Hemmung von Topo IV durch Norfloxacin aus der 

Lokalisierung von Topo IV hinter der Replikationsgabel resultiert. Der Zelle würde somit mehr 

Zeit für eine Reparatur verbleiben, bis eine voranschreitende Replikationsgabel auf einen 

ternären Topo IV-Komplex trifft und einen DNA-Doppelstrangbruch induziert (182, 184). Diese 

Lokalisierung wurde mittlerweile durch eine nachgewiesene Interaktion von Topo IV mit FtsK 

und SeqA (93, 176) bestätigt. Eine weitere Erklärung für die geringere zytotoxische Wirkung 

von Ciprofloxacin und Norfloxacin nach Hemmung von Topo IV bieten Studien, die für 

Topo IV weniger Ciprofloxacin- und Norfloxacin-induzierte Schnittstellen im Chromosom 

nachgewiesen haben als für Gyrase (60, 150). Neuere Untersuchungen implizieren zudem, dass 

DNA-Schäden, die durch ternäre Norfloxacin-Topo IV-Komplexe entstehen, durch andere und 

effizientere Mechanismen repariert werden als solche, die durch ternäre Norfloxacin-Gyrase-

Komplexe entstehen (304).  

Die im Vergleich zu Norfloxacin wesentlich stärkere zytotoxische Wirkung von Ciprofloxacin 

und Moxifloxacin nach Hemmung von Topo IV in N I-Medium (Tab. 3-5, [188]) lässt sich mit 

einer höheren Stabili tät der gebildeten ternären Komplexe (290) erklären. Strumberg et al. 

konnte zudem an isolierter Gyrase zeigen, dass Ciprofloxacin andere Schnittstellen induziert als 

Norfloxacin und die DNA-Sequenz der Schnittstelle offenbar die Stabili tät eines ternären 

Komplexes beeinflusst (318). Entsprechende Unterschiede in der Stabili tät sind demnach auch 

für ternäre Topo IV-Komplexe denkbar. Die Fluorchinolon-spezifischen Komplexstabili täten 

(290, 318) erklären auch die unterschiedliche zytotoxische Wirkung auf teilungsinaktive Zellen 

(s. u.). 
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Da eine höhere Anzahl von DNA-Doppelstrangbrüchen zu einer stärkeren Induktion der SOS-

Antwort führt (11, 295, 337), wurde untersucht, inwieweit die gemessenen Unterschiede in der 

Zytotoxizität verschiedener Fluorchinolone nach Hemmung von Gyrase oder Topo IV mit einer 

veränderten Induktion des SOS-Gens recA bzw. einem veränderten Filamentierungsgrad 

innerhalb der Kultur einhergehen.  

Die Induktion der SOS-Antwort durch Chinolone resultiert aus der Prozessierung von DNA-

Doppelstrangbrüchen, die vermutlich durch Kolli sion von replikativen Helicasen oder RNA-

Polymerasen mit ternären Gyrase- oder Topo IV-Komplexen entstehen (143, 303, 354). Bereits 

bei ungestörtem exponentiellen Wachstum unter aeroben Bedingungen treten in jeder 

Generation etwa 3.000-5.000 oxidationsbedingte DNA-Läsionen auf. Diese führen meist zu 

einem Abbruch der Replikationsgabel und teilweise zu temporären DNA-Doppelstrangbrüchen, 

die jedoch offenbar erfolgreich repariert werden können (70). Erhöht sich die Anzahl der DNA-

Schäden beispielsweise durch die Wirkung von Chinolonen, oder durch eine in ihrer Funktion 

eingeschränkte Gyrase (110, 111), kommt es zu einer verstärkten Induktion der SOS-Antwort, 

zur Filamentierung der Zellen und zu Zelll ysis (91). Aber selbst bei ausbleibender Lysis sind 

filamentierte Zellen durch Chinolone vermutlich so stark geschädigt, dass eine normale 

Zellteilung auch nach Entfernen des Chinolons nicht mehr stattfindet (352). Fluorchinolone mit 

einer hohen Affinität zu Gyrase (z. B. Ciprofloxacin und Moxifloxacin) führen in exponentiell 

wachsenden Kulturen möglicherweise zu mehr DNA-Doppelstrangbrüchen und daher zum 

beobachteten stärkeren Verlust der Teilungsfähigkeit (Tab. 3-5, [188]) als Fluorchinolone mit 

geringerer Affinität (z. B. Norfloxacin). 

Untersuchungen von Elli ot et al. zeigten, dass trotz unterschiedlicher Affinität von 

Ciprofloxacin und Norfloxacin, beide Fluorchinolone nach Hemmung von Gyrase die gleichen 

zellmorphologischen Veränderungen wie Filamentierung, Ausbildung von Vakuolen und 

Zelll ysis verursachten (91). Die vorliegende Arbeit zeigte hingegen, dass diese 

zellmorphologischen Veränderungen in Abhängigkeit von der gehemmten Zielstruktur 

unterschiedlich stark ausfielen. Im Vergleich zur Hemmung von Topo IV führte die Hemmung 

von Gyrase durch Ciprofloxacin innerhalb der ersten 3 h zu einer geringeren Filamentierung und 

einem höheren Anteil an lysierten Zellen (Abb. 3-3) und deutet daher auf eine stärkere DNA- 

und Zellschädigung, entsprechend dem beobachteten stärkeren Verlust der Teilungsfähigkeit 

(Tab. 3-5, [188]). Andere Studien zeigten, dass das Ausmaß der morphologischen 

Veränderungen auch von der Chinolonkonzentration abhängt. Hohe Chinolonkonzentrationen 

(10 x MHK) verursachten häufiger eine Zelll ysis, einen geringeren Filamentierungsgrad und 

eine stärkere Induktion der SOS-Antwort als Konzentrationen nahe der MHK (91, 268, 269).  

Unter Norfloxacin nimmt der Anteil filamentierter Zellen mit steigender Inkubationszeit – 

möglicherweise aufgrund zunehmender Zelll ysis – ab (91). Dieses Phänomen war auch unter 
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Einwirkung von Ciprofloxacin zu beobachten (Abb. 3-3) und erklärt möglicherweise den 

geringen und von der gehemmten Zielstruktur oder dem eingesetzten Fluorchinolon 

unabhängigen Filamentierungsgrad nach einer längeren, vierstündigen Inkubation (Abb. 3-2). 

Für eine differenziertere Analyse der Induktion des SOS-Regulons nach Hemmung von Gyrase 

und Topo IV durch bakteriostatische Konzentrationen verschiedener Fluorchinolone wurde die 

recA-Expression mittels real-time RT-PCR gemessen (3.2.6.2). Bereits subinhibitorische 

Ciprofloxacinkonzentrationen führten nach Hemmung von Gyrase zu einer erhöhten Expression 

von recA (Abb. 3-24), entsprechend den Expressionsdaten anderer Arbeitsgruppen (270, 363). 

Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass bereits subinhibitorische Ciprofloxacinkonzentrationen 

zur Bildung von ternären Gyrase-Komplexen und DNA-Schäden führen, die aber entweder 

repariert werden können, oder nur in wenigen Zellen der Kultur auftreten und daher das 

Wachstum der Kultur nur unwesentlich beeinträchtigen. Ternäre Gyrase-Komplexe bildeten sich 

auch mit subinhibitorischen Nalidixinsäurekonzentrationen (111), und subinhibitorische 

Norfloxacinkonzentration führen offenbar ebenfalls zu DNA-Schäden, wie die RecA-vermittelte 

Induktion der Prophagen VT1 und VT2 in enterohämorrhagischen E. coli  zeigt (221). Die 

Zunahme des recA-Transkripts aufgrund bakteriostatischer Ciprofloxacinkonzentrationen 

(Abb. 3-24 bis 3-26) entspricht Messungen aus Promotorfusionen, die sowohl nach UV-

Bestrahlung als auch nach Zusatz von Ciprofloxacin eine 6fache Induktion der recA-Expression 

nach 2 h zeigten (331). Die Abhängigkeit der recA-Expression von der Chinolonkonzentration 

(270, 363) wurde durch die Ergebnisse aus Abb. 3-24 bestätigt, wonach die stärkste recA-

Expression nach 30minütiger Hemmung von Gyrase durch die höchste getestete 

Ciprofloxacinkonzentration (6 x MHK) erfolgte. Eine längere Inkubation der Zellen unter dieser 

hohen Konzentration führte zu einer deutlichen Reduktion der Expression von recA und anderer, 

SOS-unabhängiger Gene auf bis zu 30 %. Diese Ergebnisse stehen im Einklang mit 

Untersuchungen von Oh et al., die zeigten, dass hohe Nalidixinsäurekonzentrationen 

(10 x MHK) nach 2 h eine geringere Induktion der SOS-Gene polB, dinB und dinD verursachten 

als Konzentrationen nahe der MHK (255). Möglicherweise wurde durch diese längere 

Inkubation bereits ein Großteil der Zellen derart geschädigt, dass neben dem Verlust der 

Fähigkeit zur Koloniebildung (Tab. 3-5) auch die Synthese bzw. die Stabili tät von mRNAs 

allgemein beeinträchtigt wurde. Eine beginnende Zelll ysis könnte ebenfalls für die Reduktion 

der mRNAs mitverantwortlich sein.  

In Einzelversuchen konnte eine geringere Induktion der recA-Expression nach Hemmung von 

Topo IV sowohl durch Ciprofloxacin (Abb. 3-26) als auch durch Norfloxacin (Abb. 3-28) 

festgestellt werden ebenso wie eine insgesamt geringere Induktion durch Norfloxacin im 

Vergleich zu Ciprofloxacin. Untersuchungen zur Induktion von sulA, einem anderen Gen des 

SOS-Regulons, zeigten ebenfalls eine stärkere Induktion nach Hemmung von Gyrase, als von 



Diskussion 

97 

Topo IV durch Norfloxacin (182). Die mit zunehmender Inkubationszeit ansteigende recA-

Expression (Abb. 3-25 bis 3-28) deutet auf eine Zunahme der DNA-Schädigung in Anwesenheit 

der Fluorchinolone. Die wenigen Studien, in denen eine Induktion der SOS-Antwort nach 

Hemmung von Gyrase durch Nalidixinsäure oder Ciprofloxacin über einen längeren Zeitraum 

(2 h) untersucht wurde, zeigen ebenfalls eine stetige Zunahme der Expression verschiedener 

SOS-Gene wie recA, polB, dinB und dinD (255, 331). Die recA-Induktion durch Ciprofloxacin 

unterschied sich im zeitlichen Profil von der Induktion durch Norfloxacin (vergleiche Abb. 3-24 

und 3-26). Im Gegensatz zur Hemmung von Gyrase durch Norfloxacin führte die Hemmung 

durch Ciprofloxacin nach 2 h zu einem vorübergehenden Rückgang der recA-Expression um ca. 

32 %, begleitet von einer signifikanten Reduktion der agaY- und parE-Transkripte um ca. 66 % 

bzw. 22 % (Abb. 3-25). Eine temporäre Abnahme der Induktion eines SOS-Gens konnte auch 

für recN nach 160 min und 220 min während der Inkubation mit dem alkylierenden Agens 

MMS gezeigt werden (333). Eine Verringerung der Expression von SOS-Genen wie recA oder 

recN erfolgt in der Regel nach einer Reparatur von DNA-Schäden (338). Da sich jedoch auch 

die Expression SOS-unabhängiger Gene reduzierte (Abb. 3-25), könnten auch zunehmende 

Zellschäden oder eine abnehmende Stabili tät von mRNAs für die Reduktion verantwortlich sein. 

Die nach 3 h wieder gestiegene recA-Expression (Abb. 3-25) resultiert möglicherweise aus einer 

zunehmenden DNA-Schädigung in weniger teilungsaktiven Zellen der Kultur oder einer 

verstärkten Reparaturaktivität. Eine Reparatur von Ciprofloxacin- und Norfloxacin-induzierten 

DNA-Schäden durch homologe Rekombination konnte in mehreren Studien gezeigt werden 

(182, 199), und Ergebnisse der vorliegenden Arbeit deuten ebenfalls auf eine Beteili gung von 

homologer Rekombination an der Reparatur von Moxifloxacin-induzierten DNA-Schäden nach 

Hemmung von Gyrase und Topo IV (Abb. 3-5).  

Da für die Entstehung der zytotoxischen DNA-Doppelstrangbrüche eine Kolli sion der ternären 

Komplexe mit replikativen Helicasen oder RNA-Polymerasen in Verbindung mit der Induktion 

von DNA-Reparaturprozessen postuliert wird (143, 303, 354), ist eine aktive Replikation bzw. 

Transkription Voraussetzung für die zytotoxische Wirkung von „topoisomerase-poisons“. Eine 

Verlangsamung von Replikation oder Transkription, z. B. infolge einer verringerten 

Wachstumsrate, führt zu einer geringeren Absterberate (75), eine Vergrößerung der Anzahl an 

replikativen Helicasen hingegen zu einer Zunahme der Absterberate (182). Teilungsinaktive 

Zellen oder Zellen, deren Transkription durch Rifampicin gehemmt wurde, waren gänzlich 

unempfindlich gegenüber der zytotoxischen Wirkung von Chinolonen der 1. Generation, wie 

Nalidixinsäure (75, 119, 310). Einige Studien zeigten, dass Fluorchinolone, wie z. B. 

Ciprofloxacin, auch bei gehemmter Proteinbiosynthese oder Transkription zu einem Verlust der 

Koloniebildungsfähigkeit führten und schlossen daher auf zusätzliche bakterizide Mechanismen 

dieser Substanzen (122, 156, 201, 212, 278, 308).  
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Die Stabili täten der ternären Gyrase- und Topo IV-Komplexe mit Dual-Target-Inhibitoren wie 

Moxifloxacin sind am höchsten (148, 292) und selbst die Halbwertzeit der etwas weniger 

stabilen Komplexe mit Ciprofloxacin beträgt in vitro einige Stunden (291). Es ist daher 

wahrscheinlich, dass ein Teil dieser Komplexe zum Zeitpunkt der Wiederaufnahme von 

Replikation und Transkription, d.h. nach dem Ausplattieren auf Inhibitor-freie Agarplatten, noch 

Bestand hat, und erst durch diese erneuten Wachstumsprozesse letale DNA-Läsionen induziert 

werden.  

Die Ergebnisse aus 3.1.2.2 stützen diese Annahme, da nach dem Auswaschen von Norfloxacin 

oder Moxifloxacin und der Wiederaufnahme der Proteinbiosynthese und der Replikation eine 

zunehmende Filamentierung nur in solchen Kulturen des Stammes WT auftrat, die zuvor mit 

Moxifloxacin inkubiert wurden. Eine entsprechende Zunahme der Filamentierung nach dem 

Auswaschen des Antibiotikums wurde auch in solchen E. coli -Kulturen nachgewiesen, die zuvor 

mit Ciprofloxacin + Chloramphenicol inkubiert wurden (352).  

In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass Fluorchinolone aus der Gruppe I 

(Norfloxacin), Gruppe II (Ciprofloxacin) und Gruppe IV (Moxifloxacin) nach Hemmung von 

Gyrase bzw. Topo IV in teilungsinaktiven Kulturen von WT-4 und WT-3-1 weder 

Filamentierung noch Lysis verursachten, jedoch entsprechend ihrer vermeintlichen 

Komplexstabili tät mit Gyrase und Topo IV unterschiedlich stark die Fähigkeit zur erneuten 

Koloniebildung reduzierten (3.1.2.2). Im Einklang mit früheren Untersuchungen (72) 

verursachten Norfloxacin und Ciprofloxacin auch in teilungsinaktiven Zellen eine signifikante 

Reduktion der Fähigkeit zur erneuten Koloniebildung, sofern sehr hohe Konzentrationen 

(250 µg/ml) eingesetzt wurden und die Kulturen zuvor eine hohe Teilungsrate aufwiesen 

(Abb. 3-6 und 3-7). Diese Ergebnisse deuteten auf eine höhere Anzahl an ternären Komplexen 

in diesen Zellen, möglicherweise aufgrund einer höheren Anzahl an Gyrase- und Topo IV-

Molekülen. Messungen der Transkriptmengen von parC, parE und gyrA unter diesen 

Wachstumsbedingungen (Abb. 3-18) lassen auf eine höhere Konzentrationen an Gyrase und 

Topo IV in solchen Zellen schließen, die exponentiell wachsenden Kulturen entstammten, so 

dass unter hohen Fluorchinolonkonzentrationen mehr ternäre Komplexe ausgebildet werden 

können. Auf diese Weise könnten selbst einige der weniger stabilen ternären Komplexe, die sich 

mit Norfloxacin oder Ciprofloxacin bilden, bestehen bleiben und bei erneut einsetzender 

Replikation oder Transkription eine irreversible Zellschädigung verursachen. Für die geringe 

Empfindlichkeit von Zellen aus der stationären Phase könnte neben der verminderten Anzahl 

von Topoisomerase-Molekülen auch die Bindung von SbmC an Gyrase verantwortlich sein. 

Dieser Inhibitor wird in der stationären Phase gebildet (20, 242, 253) und schützt Gyrase vor 

„topoisomerase poisons“, wie z. B. Chinolonen (55). In PBS inkubierte Kulturen wiesen eine 

höhere Empfindlichkeit gegenüber Ciprofloxacin auf als solche, die mit Chloramphenicol 
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behandelt wurden (Abb. 3-4). Für diese höhere Empfindlichkeit ist möglicherweise eine 

verbleibende Transkriptionsaktivität zur Adaptation der Zellen an Nährstoffmangel (281) 

verantwortlich, indem die RNA-Polymerasen bei Kolli sion mit ternären Komplexen eine DNA-

Schädigung verursachen (354). Diese Interpretation der vorliegenden Ergebnisse bedeutet 

gleichzeitig, dass sich die von Smith (308) postulierten und auch in neueren Publikationen (122, 

351) aufgegriffenen bakteriziden Wirkungsmechanismen (A, B, C) von strukturell 

unterschiedlichen Chinolonen und Fluorchinolonen weniger qualitativ, als vielmehr quantitativ 

unterscheiden. Mit zunehmender Stabili tät der gebildeten ternären Komplexe treten die 

postulierten Wirkungsmechanismen in der Reihenfolge A–C–B auf. Diese Annahme wird auch 

von Brighty & Gootz (41) erwogen. Chinolone, die mit Gyrase und Topo IV nur wenig stabile 

Komplexe eingehen (z. B. Nalidixinsäure) wirken nur auf wachstums- und teilungsaktive Zellen 

bakterizid, da nur hier ternäre Komplexe schnell in zytotoxische Läsionen verwandelt werden 

(Mechanismus A). Die Wirkung von Norfloxacin, das eine höhere Komplexstabili tät induziert 

und eine geringe Reduktion der Koloniebildungsfähigkeit von teilungsinaktiven Zellen in PBS, 

nicht jedoch von solchen nach einer Chloramphenicolbehandlung verursachte (280, 367), wurde 

mit Mechanismus C beschrieben. Für die Wirkung von Ciprofloxacin, das eine wiederum 

höhere Komplexstabili tät verursacht, wurde schließlich Mechanismus B postuliert, da es die 

Fähigkeit zur Koloniebildung auch in teilungsinaktiven Zellen reduziert, die mit 

Chloramphenicol behandelt wurden (279). Die relativ geringe Komplexstabili tät von 

Norfloxacin und Ciprofloxacin mit Topo IV (290) bewirkt dementsprechend keine 

Beeinträchtigung der erneuten Koloniebildung von teilungsinaktiven Zellen mit resistenter 

Gyrase (72, 200). Der Dual-Target-Inhibitor Moxifloxacin, der mit Gyrase und Topo IV jeweils 

stabile ternäre Komplexe eingeht (290), verhinderte demgegenüber – unabhängig davon, welche 

Zielstruktur gehemmt wird – eine erneute Koloniebildung auch in teilungsinaktiven Zellen 

(Abb. 3-5). Unter therapeutischem Aspekt ist eine hohe Komplexstabili tät mit Gyrase und 

Topo IV, die durch Fluorchinolone der Gruppe IV (z. B. Moxifloxacin) erreicht wird, 

entscheidend für ihre hohe Wirksamkeit gegenüber grampositiven sowie langsam wachsenden 

oder vorübergehend teilungsinaktiven Bakterien.  
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4.2 Wirkung anderer Inhibitoren auf Gyrase und Topo  IV 

4.2.1 Wirkung von Etopo sid 

Etoposid ist ein Epipodophyllotoxin, das in der Tumortherapie eingesetzt wird und wie 

Chinolone als irreversibler Inhibitor von Typ II Topoisomerasen („topoisomerase poison“) 

wirkt. Entsprechend dem Wirkungsmechanismus dieser Inhibitoren sind eukaryontische Zellen 

mit einer verringerten Anzahl an Topo II-Enzymen weniger empfindlich gegenüber Etoposid 

(271). In vitro-Studien zeigten, dass Mutationen in Topo II von S. cerevisiae, die einen 

Aminosäureaustausch von Serin zu Tryptophan in der α4-Helix verursachten – homolog zum 

Austausch S83W in GyrA von E. coli  – zu einer Resistenz gegenüber Fluorchinolonen wie 

CP-115,953, aber einer Hypersensitivität gegenüber Etoposid führten (160). Nachdem dieser 

Befund auch für E. coli -Gyrase in vitro gezeigt wurde (127), sollte untersucht werden, ob ein 

derartiger Empfindlichkeitsunterschied verschiedener gyrA-Allele für Etoposid auch in vivo zu 

beobachten ist, oder ob Topo IV in vivo auch eine Zielstruktur für Etoposid darstellt. E. coli  

besitzt eine natürlichen Resistenz gegenüber Etoposid, wie Empfindlichkeitstestungen 

(Tab. 3-2) zeigten. Diese Resistenz beruht vermutlich auf einer reduzierten Akkumulation der 

Substanz infolge effizient arbeitender Effluxpumpen. Für die Untersuchung der zellulären 

Empfindlichkeit sollten daher Mutanten verwendet werden, denen das transmembrane 

Tunnelprotein TolC, ein wichtiger Bestandteil verschiedener RND-Effluxpumpen (340, 358), 

fehlt. Ein Funktionsverlust derartiger Effluxpumpen, entweder aufgrund einer tolC-Mutation in 

der Mutante DE112 (334), oder durch Hemmung der RND-Pumpen durch den spezifischen 

Inhibitor MC-207,110 (209), verursachte eine Hypersensitivität nicht nur gegenüber bekannten 

Substraten dieser Pumpen, wie Chloramphenicol oder Ciprofloxacin, sondern vor allem 

gegenüber Etoposid (Tab. 3-6). Diese Ergebnisse zeigten somit, dass der Efflux via RND-

Pumpen maßgeblich zur natürlichen Resistenz von E. coli  gegenüber Etoposid beiträgt.  

Um den Einfluss der gyrAS83W-Mutation auf die zelluläre Empfindlichkeit gegenüber Etoposid 

untersuchen zu können, sollte diese Mutation in die hypersensitive Mutante DE112 eingekreuzt 

werden. Die gyrAS83W-Mutation konnte erfolgreich durch homologe Rekombination mittels des 

in dieser Arbeit konstruierten Suicide-Vektors pMAK705-242 in den Wildtyp-Stamm RFM443, 

nicht jedoch in die isogene tolC–-Mutante eingekreuzt werden (3.1.3.1). Die Gründe für das 

Scheitern der Rekombination sind nicht bekannt. Möglicherweise ist die Akkumulation von 

Fluorchinolonen in dieser tolC–-Mutante so hoch, dass die Resistenzmutation in gyrA nur zu 

einer geringfügig verminderten Empfindlichkeit des Stamms beiträgt (251) und daher mit den 

verwendeten Fluorchinolonkonzentrationen keine entsprechenden Klone aus den vorhandenen 

Kointegraten selektiert werden konnten.  

Die Wirkung von Etoposid wurde daher in Kombination mit dem Effluxpumpeninhibitor 
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MC-207,110 auf den Wildtyp und die hergestellte gyrAS83W-Mutante (RFM443-242.1) getestet. 

In Konzentrationen nahe der MHK verursachte Etoposid in Wildtyp und der gyrAS83W-Mutante 

einen raschen Verlust der Zellteilungsfähigkeit (Abb. 3-8) begleitet von einer Filamentierung 

der Zellen (3.1.3.3). Etoposid induziert daher ebenso wie Fluorchinolone bei uneingeschränktem 

Zellwachstum die SOS-Antwort und führt zu einem vergleichbaren Verlust der 

Teilungsfähigkeit binnen weniger Stunden. 

Die Einbringung der gyrAS83W-Mutation, die eine Resistenz gegenüber Fluorchinolonen 

vermittelte, führte gleichzeitig zu einer Hypersensitivität gegenüber Etoposid (Tab. 3-6 und 

Abb. 3-8). Diese Ergebnisse zeigen, dass Gyrase auch in vivo die primäre Zielstruktur für 

Etoposid darstellt und sich – anders als in der Enzymfunktion – bezüglich der Enzym-Inhibitor-

Interaktion homolog zu Topo II der Hefe S. cerevisiae verhält. In dieser Hefe führt eine 

entsprechende Mutation in vitro und in vivo ebenfalls zu einer Resistenz gegenüber 

Fluorchinolonen und einer Hypersensitivität gegenüber Etoposid (319). Eine Wirkung von 

Etoposid auf E. coli  Topo IV konnte in vivo mangels Stämmen mit Etoposid-resistenter Gyrase 

bislang nicht untersucht werden. In vitro-Studien mit Topo IV von S. aureus zeigten allerdings, 

dass Chinolonresistenzmutationen in Topo IV auch zu einer Resistenz gegenüber Etoposid 

führten, so dass bezüglich der Enzym-Inhibitor-Interaktion keine Homologie von Topo IV zu 

eukaryontischer Topo II besteht (5). Aufgrund der hohen Homologie der Topo IV-Enzyme von 

S. aureus und E. coli , ist eine entsprechende Interaktion von Etoposid auch mit E. coli  Topo IV 

zu erwarten. Unterschiede in der Enzym-Inhibitor-Interaktion von Gyrase und Topo IV konnten 

in E. coli  bereits gezeigt werden. So weist Gyrase, ebenso wie eukaryontische Topo II , eine 

höhere Empfindlichkeit gegenüber Fluorchinolonen wie CP-115,953 und CP-115,955 

(4-Hydroxyphenylgruppe am C-7) als gegenüber Ciprofloxacin (Piperazinring am C-7) auf, 

während sich die Empfindlichkeit von Topo IV genau entgegengesetzt verhält (4). Ein weiterer 

Unterschied besteht in der Empfindlichkeit gegenüber dem Flavon Rutin (s. u.). Während E. coli  

Gyrase und Kalbsthymus Topo II die gleiche Empfindlichkeit aufwiesen, war E. coli  Topo IV 

50fach empfindlicher (26). 

4.2.2 Wirkung von Rutin 

Das Flavon Rutin ist ein glykosyliertes Derivat von Quercetin und konnte in vitro als selektiver 

Inhibitor von Topo IV in E. coli  und S. aureus identifiziert werden, da es Topo IV nicht aber 

Gyrase hemmte (26). Flavone wirken wie Chinolone und Epipodophyllotoxine als 

„topoisomerase poisons“, indem sie ternäre Komplexe stabili sieren (13, 34, 256). In der 

vorliegenden Arbeit wurde in vivo die Wirkung auf E. coli  WT, WT-4 und WT-3-1 untersucht. 

Die natürliche Unempfindlichkeit von E. coli  gegenüber Rutin resultierte nicht aus einem 

erhöhten Efflux, da die tolC–-Mutante ebenfalls unempfindlich war (3.1.4), sondern vermutlich 
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aus einem geringen Influx. Diese Annahme wird von Untersuchungen gestützt, die eine 

wachstumshemmende Wirkung von Rutin nur auf permeable E. coli -Stämme zeigen konnten 

(26). In der vorliegenden Arbeit wurden daher die verwendeten Stämme mit subinhibitorischen 

Konzentrationen Polymyxin B Nonapeptid permeabili siert (87, 332), was ihre Empfindlichkeit 

um mindestens den Faktor 2 erhöhte (vergl. Tab. 3-2 mit Abb. 3-9). Im Vergleich zu den 

Stämmen WT und WT-3-1 mit Wildtyp Topo IV war WT-4 (parCS80I-Mutation) jedoch weniger 

empfindlich (Abb. 3-9). Dieses Ergebnis zeigt, dass Topo IV auch in vivo als primäre 

Zielstruktur für Rutin fungiert und möglicherweise eine überlappende Bindung von 

Fluorchinolonen und Rutin innerhalb der „quinolone binding box“ stattfindet, die durch die 

parCS80I-Mutation verringert wird. Eine solche „quinolone binding box“ wurde bislang nur für 

Gyrase beschrieben (133), kann jedoch aufgrund der Aminosäure-Homologie zwischen GyrA 

und ParC auch für Topo IV angenommen werden. Die Hemmung von Topo IV führte unter den 

getesteten Konzentrationen (bis 2 x MHK) zu einer Einschränkung, nicht aber einem Verlust der 

Teilungsfähigkeit (Abb. 3-9), wie er unter Chinolonen (Tab. 3-5), Etoposid (Abb. 3-8) oder 

Novobiocin (Abb. 3-11) auftrat. Rutin verursachte jedoch bereits in subinhibitorischen 

Konzentrationen (1/4 x MHK) eine Filamentierung, die mit steigender Konzentration zunahm 

(3.1.4) und auf eine Induktion der SOS-Antwort infolge einer Hemmung von Topo IV deutet. 

Eine Induktion der SOS-Antwort konnte auch von Bernard et al. gezeigt werden (26). Das 

vereinzelte Auftreten von Cytoplasmaextrusionen an den Septen (siehe 3.1.4) könnte ein 

Hinweis auf eine letale Schädigung einzelner Zellen sein. Insgesamt wurden jedoch durch Rutin 

deutlich weniger Zellschäden verursacht als durch Chinolone, so dass möglicherweise eine 

effizientere Reparatur stattfindet, oder die Stabili tät von Rutin-DNA-Topo IV-Komplexen 

geringer ist als von entsprechenden Chinolon-Komplexen. Die selektive Hemmung von Topo IV 

durch Rutin bei gleichzeitiger Unempfindlichkeit von Gyrase und Kalbsthymus Topo II (26) 

verdeutlicht den Unterschied zwischen Gyrase und Topo IV bzw. die Homologie von Gyrase 

und eukaryontischer Topo II bezüglich ihrer Interaktion mit solchen irreversiblen Inhibitoren.  

4.2.3 Wirkung von Novob iocin 

Novobiocin zählt zu den Aminocumarinen, die im Gegensatz zu Chinolonen, 

Epipodophyllotoxinen oder Flavonen keine „topoisomerase poisons“ sondern katalytische 

Inhibitoren der B-Untereinheiten von Gyrase und Topo IV darstellen (183, 240, 241, 258, 263). 

Da Topo IV nur die sekundäre Zielstruktur für Novobiocin ist (130, 183), können die für WT, 

WT-4 und WT-3-1 beschriebenen zellulären Auswirkungen – zumindest für Konzentrationen 

bis zur MHK – auf eine Hemmung von Gyrase zurückgeführt werden.  

Die Bestimmung der zellulären Empfindlichkeit gegenüber Novobiocin (3.1.5) zeigte, dass diese 

– ebenso wie gegenüber Chinolonen – in LB-Medium um das 4-8fache geringer ausfiel als in 
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MH-Bouill on. Wie bereits unter 2.1 diskutiert, spielt möglicherweise die fehlende Glucose oder 

eine vielleicht höhere Magnesiumkonzentration eine Rolle für die geringere Empfindlichkeit in 

LB-Medium. Bereits subinhibitorische Novobiocinkonzentrationen (1/16 - 1/8 x MHK) 

verursachten durch die Hemmung von Gyrase in exponentiell wachsenden Kulturen von WT-4 

und WT-3-1 einen raschen und 5 h anhaltenden Zellteilungsstopp, wonach ein erneutes 

exponentielles Wachstum der Kultur erfolgte (Abb. 3-10). Durch höhere Konzentrationen im 

Bereich der MHK wurde jedoch nach 5 h die Fähigkeit zur Koloniebildung beider Stämme auf 

0,1–1 % reduziert, wobei eine längere Inkubation allerdings – anders als bei Chinolonen – nicht 

zu einem weiteren Verlust der Teilungsfähikeit, sondern wieder zu einer Zunahme führte 

(Abb. 3-11). Annähernd identische Ergebnisse wurden für E. coli  ATCC 25922 mit 

entsprechenden Novobiocinkonzentrationen in MH-Bouill on erzielt (287). Andere 

Arbeitsgruppen konnten ebenfalls einen raschen Zellteilungsstopp verbunden mit einer 

Bakteriostase über 2 h (309) oder eine Reduktion der teilungsfähigen Zellen auf bis zu 0,01 % 

nach Inkubation von E. coli  mit subinhibitorischen (130, 202, 261) oder inhibitorischen (2) 

Novobiocinkonzentrationen beobachten. Konzentrationen, die dem 4-8fachen der MHK 

entsprechen, reduzierten den Anteil teilungsfähiger Zellen dauerhaft auf weniger als 0,01 % 

(3.1.5) ohne erkennbare Anzeichen einer Zelll ysis. Eine Zelll ysis konnte in verschiedenen 

E. coli -Stämmen auch bei hohen Cumarinkonzentrationen nicht nachgewiesen werden (309), 

jedoch in einigen Archaebakterien (305). 

Die Hemmung von Gyrase durch Novobiocin verursacht einen Stopp oder zumindest eine starke 

Verlangsamung der Replikationsgabel und somit der DNA-Synthese (183, 309). Da die 

relaxierende Aktivität von Topo I und Topo IV unter diesen Bedingungen nicht gehemmt wird, 

kommt es zu einer Reduktion des DNA-Überspiralisierungsgrads (115). Dadurch wird die 

Initiation der Replikation (108, 217), der Rekombination (233) und der Transkription einer 

Vielzahl von Genen gestört (9, 61, 273) und es wird neben der Zellteilung auch das 

Zellwachstum gehemmt. Durch den geringeren DNA-Überspiralisierungsgrad wird allerdings 

die Transkription der Gyrasegene induziert und verstärkt Gyrase synthetisiert (229, 312). Da 

katalytische Inhibitoren nur die Enzymfunktion einschränken, kompensiert eine höhere Anzahl 

von Topoisomerasen teilweise den Funktionsverlust, und die Zellen werden somit 

unempfindlicher (76, 151, 166). Die für WT-3-1 festgestellte höhere Empfindlichkeit gegenüber 

Novobiocin (Abb. 3-11) lässt sich andererseits mit einer möglicherweise eingeschränkten 

Funktion der GyrAS83L, D87G-Gyrase erklären, da auch ein Funktionsverlust aufgrund eines 

Enzymmangels die Empfindlichkeit gegenüber katalytischen Inhibitoren erhöht (151). Sobald 

die intrazelluläre Novobiocinkonzentration nicht mehr ausreicht, um alle neusynthetisierten 

Gyrase-Moleküle zu hemmen, kann der DNA-Überspiralisierungsgrad wieder hergestellt 

werden (257) und erneutes Wachstum und Zellteilung stattfinden. Dies erklärt die mit steigender 

Novobiocinkonzentration länger andauernde Wachstumshemmung (3.1.5). Die beobachtete 
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Reduktion teilungsfähiger Zellen unter höheren Novobiocinkonzentrationen (3.1.5) könnte mit 

dem Verlust der Rekombinationsfähigkeit aufgrund eines sehr niedrigen DNA-

Überspiralisierungsgrads (233, 257) erklärt werden. Rekombination ist essentiell für die 

Reinitiation gestoppter und zerfallener Replikationsgabeln (70, 155). Gari et al. postulierten, 

dass jeder Stopp der Replikationsgabel bei uneingeschränktem Wachstum zu DNA-Schäden und 

zur Induktion der SOS-Antwort führt (110, 111). Diese Annahme wird durch Untersuchungen 

bestätigt, die eine Induktion der SOS-Antwort nach einem Stopp der Replikationsgabel an 

künstlichen Terminationssequenzen (ter-Sites) zeigen (323). Die Induktion der SOS-Antwort 

durch Cumarine wie Novobiocin oder Coumermycin A1 wird allerdings in der Literatur 

kontrovers diskutiert. Untersuchungen an E. coli  zeigen eine Induktion der SOS-Antwort durch 

Cumarine (225, 307, 333) oder lassen aufgrund beobachteter Filamentierung (44) oder 

Freisetzung von λ-Prophagen (309) auf eine solche Induktion schließen. In einer anderen Studie 

mit Haemophilus influenzae konnte hingegen keine Induktion der SOS-Antwort durch 

Novobiocin nachgewiesen werden (117). 

Novobiocin verursachte in den Stämmen WT-4 und WT-3-1 im Gegensatz zu Chinolonen, 

Etoposid oder Rutin keine Filamentierung, sondern lediglich eine Verlängerung der Zellen auf 

das 3fache ihrer normalen Länge (Abb. 3-12), vermutlich aufgrund einer Verlangsamung der 

Replikationsgabel (183). Unter Konzentrationen, die zu einem Verlust der Teilungsfähigkeit 

führten, trat diese Zellverlängerung erst nach 19 h oder gar 25 h auf (3.1.5). Möglicherweise 

wurde der DNA-Überspiralisierungsgrad erst nach dieser Zeit wieder soweit hergestellt, dass ein 

normales Zellwachstum aber eine zunächst noch verlangsamte Replikation stattfand und daher 

verlängerte Zellen entstanden.  

Novobiocinkonzentrationen, die eine Bakteriostase verursachten, induzierten die Expression von 

recA maximal um den Faktor 2,4-3,2 (Abb. 3-19 und 3-20). Diese Induktion entspricht in etwa 

der Induktion, die in der stationären Wachstumsphase (Faktor 2,5) sowie nach einem 

Kälteschock (Faktor 3,5) gemessen wurde (Abb. 3-18 und 3-21) und zeigt die beschriebene 

Abhängigkeit der recA-Expression vom DNA-Twist bzw. Überspiralisierungsgrad (229, 331, 

345). Andererseits führte auch die Hemmung von Topo IV durch eine bakteriostatische 

Norfloxacinkonzentration, die nachweislich eine Zellfilamentierung als Anzeichen einer 

induzierten SOS-Antwort verursachte (3.1.2.1), zu einer vergleichbaren Expression von recA 

(Abb. 3-27). Eine Induktion der SOS-Antwort durch Novobiocin aufgrund des Zerfalls von 

Replikationsgabeln kann daher nicht ausgeschlossen werden. Um eine Induktion der SOS-

Antwort durch Novobiocin zu bestätigen oder auszuschließen, sind weitere Expressions-

untersuchungen von anderen SOS-Genen (z. B. sulA) notwendig, die nicht durch einen 

verringerten DNA-Überspiralisierungsgrad induziert werden.  
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4.3 Regulation der Transkription von parC und parE 

Topo IV ist aufgrund ihrer relaxierenden Aktivität neben Gyrase und Topo I an der 

Aufrechterhaltung des globalen DNA-Überspiralisierungsgrads beteili gt (365). Eine Regulation 

der Transkription der beiden Strukturgene parC und parE durch den DNA-

Überspiralisierungsgrad wie bei gyrA/B erschien daher denkbar. Da die zelluläre Menge von 

Typ II Topoisomerasen, wie z. B. Gyrase und Topo IV, die Empfindlichkeit gegenüber 

spezifischen Inhibitoren beeinflusst (182, 192, 355), ist die Kenntnis der jeweili gen 

Genexpression von besonderer Bedeutung. Erste Hinweise auf eine Regulation der Topo IV-

Expression in Abhängigkeit von der Wachstumsphase lieferten daher Ergebnisse (Abb. 3-6), die 

eine höhere Empfindlichkeit gegenüber Ciprofloxacin in solchen E. coli  WT-3-1-Kulturen 

zeigten, deren Vorkulturen aus der exponentiellen Wachstumsphase stammten, während die 

Kulturen unempfindlicher waren, wenn die Vorkulturen der stationären Wachstumsphase 

entstammten.  

Da in Bakterien die Menge eines Proteins am stärksten über die Initiation der Transkription 

seines Gens reguliert wird, sollte die Transkriptionskontrolle von parC und parE, den beiden 

Strukturgenen von Topo IV, näher untersucht werden. Neben neuen Erkenntnissen bezüglich der 

Transkriptionsregulation der Topo IV-Gene sollten diese Untersuchungen auch ein besseres 

Verständnis der zellulären Empfindlichkeit gegenüber Inhibitoren von Topo IV unter 

verschiedenen Umweltbedingungen liefern.  

Zur Charakterisierung der Transkriptionsregulation wurden die Transkriptionsstartpunkte sowie 

mögliche Promotorelemente von parC und parE bestimmt und die spezifischen mRNA-

Konzentrationen unter verschiedenen, den DNA-Überspiralisierungsgrad modulierenden 

Bedingungen quantifiziert.  

Die Untersuchungen zur Transkriptionsregulation erforderten zunächst die Präparation von 

Gesamt-RNA, deren Quantifizierung durch Messung der Absorption bei 260 nm oder des 

spezifischen Fluoreszenzfarbstoffs RiboGreen® identische Ergebnisse lieferte (3.2.1, [48]) Die 

Hemmung des exponentiellen Wachstums einer Kultur infolge steigender Zelldichte oder einer 

Novobiocinbehandlung führte allerdings unabhängig von der optischen Dichte der Kultur zu 

einer Reduzierung des Gesamt-RNA-Gehalts (Abb. 3-13 und 3-14). Eine solche Abnahme der 

RNA-Menge pro Zellmasse konnte auch in Abhängigkeit einer steigenden Generationszeit, d. h. 

eines langsameren Kulturwachstums, festgestellt werden (64, 204). Kulturen, die mit 

Ciprofloxacin behandelt wurden und trotz Hemmung der Zellteilung über 90 min keine 

Wachstumshemmung erfuhren, wiesen demgegenüber keinen reduzierten RNA-Gehalt auf 

(Abb. 3-14). Zusammen zeigten diese Ergebnisse, dass der RNA-Gehalt einer Kultur stark vom 

Zellwachstum abhängt und nicht mit der optischen Dichte der Kultur korreliert. Für Studien, in 

denen die Genexpression unter verschiedenen Kulturbedingungen mit einem Einfluss auf das 
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Zellwachstum oder die Zellteilung untersucht wird, kann daher weder die Zellzahl noch die 

optische Dichte für die Normalisierung unterschiedlicher RNA-Mengen verwendet werden. Zur 

Umgehung dieses Problems wurden entsprechend dem Vorschlag von Bustin (47) definierte 

Gesamt-RNA-Mengen in die reverse Transkription eingesetzt und alle Expressionsdaten hierauf 

bezogen. 

4.3.1 Transkriptionsstartpunkte und Promotoren 

In Bakterien wird die Genexpression am stärksten über die Initiation der Transkription reguliert. 

Diese erfolgt durch die Bindung der aus vier Arten von Untereinheiten bestehenden RNA-

Polymerase (α2ββ'σ) an eine als Promotor bezeichnete spezifische DNA-Sequenz, an der die 

Doppelhelix aufgeschmolzen wird („open complex“). Dabei verändert der an das Polymerase-

Core-Enzym (α2ββ') bindende σ-Faktor die Sequenzspezifität der DNA-Bindung des 

Holoenzyms (210), und E. coli  kann durch den Austausch von 7 homologen σ-Faktoren das 

Muster der exprimierten Gene zur Anpassung an veränderte Umweltbedingungen modulieren 

(214). In E. coli  fungiert σ70 als „houskeeping“ σ-Faktor. Das σ70-Holoenzym ist verantwortlich 

für die Transkription von Genen, die essentiell sind für die Biosynthese von Aminosäuren, 

Nukleotiden, Enzym-Cofaktoren, Zellwand- und Membrankomponenten sowie von Enzymen 

die im Kohlenhydratstoffwechsel benötigt werden (124, 139). Promotoren, die von σ70 erkannt 

werden, zeichnen sich durch eine sogenannte -10- und –35-Region aus (siehe Abb. 1-3), an die 

das Holoenzym bindet. Beide Regionen sind voneinander durch eine meist 17 bp lange Sequenz 

getrennt, so dass die Ausrichtung der Regionen zueinander durch einen verringerten DNA-

Überspiralisierungsgrad derart verändert wird, dass die Initiation der Transkription reduziert 

wird (9, 61, 250, 273, 345).  

Die Bestimmung der Transkriptionsstartpunkte und der stromaufwärts liegenden 

Promotorsequenzen liefert wichtige Hinweise auf die Art der Regulation der Transkription und 

die daran möglicherweise beteili gten Faktoren. Für parC und parE wurden die 

Transkriptionsstartpunkte durch ein in dieser Arbeit neu entwickeltes Verfahren bestimmt, das 

auf einer klassischen Primerverlängerungs-Reaktion basiert (3.2.4). Unter exponentiellen 

Wachstumsbedingungen wurde für parC und parE ein Guanin als primärer, häufigster 

Transkriptionsstartpunkt 51 bp (parC) bzw. 55 bp (parE) stromaufwärts des Translationsstarts 

bestimmt (Tab. 3-11). Purinbasen wie Adenin und Guanin stellen die häufigsten 

Transkriptionsstartpunkte in E. coli  dar (131). Die softwareunterstützte Analyse (284) des 

Sequenzbereiches stromaufwärts der ermittelten Gen-nahen Startpunkte (P1) zeigte für beide 

Gene Bindemotive eines σ70-Promotors mit dem typischen Abstand von 17 bp zwischen der -10- 

und -35-Region (Tab. 3-11). Mit Ausnahme der –10-Region bei parE weisen diese Bindemotive 

jeweils eine hohe Homologie zur entsprechenden Konsensussequenz von σ70-Promotoren 
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([141], Tab. 3-11) auf. Eine weitere Homologie zu σ70-Promotoren ergibt sich aus dem Abstand 

zwischen dem Transkriptionsstart und der möglichen –10-Region. Dieser betrug für die 

postulierten P1-Promotoren 4 bp (parC, Abb. 3-16) bzw. 7 bp (parE, Abb. 3-17) und entspricht 

somit dem häufigen Abstand von 4-12 bp bzw. von 7±1 bp bei 75 % der σ70-Promotoren (131, 

141). Der bislang von Peng & Marians (263) postulierte Transkriptionsstart von parC erfolgt an 

einem Cytosin eine Base stromaufwärts (-1) von P1. Allerdings wurde von Peng & Marians ein 

σ70-abhängiger Promotor postuliert, der im Vergleich zu P1 weiter stromaufwärts liegt und eine 

–10- und -35-Regionen mit geringerer Homologie zur Konsensussequenz (Tab. 3-11) und einem 

für σ70-Promotoren untypischen Abstand von 22 bp aufweist (Tab. 3-11, [141, 263]). Ein 

anderer Transkriptionsstart für parC wurde aufgrund von Sequenzvergleichen von Salgado et al. 

postuliert. Dieser befindet sich an einem für σ70-Promotoren eher ungewöhnlichen Thymin an 

Position –10 im Vergleich zu P1 (286), und auch hier weist die unmittelbar stromaufwärts 

liegende DNA-Sequenz (siehe Abb. 3-16) keine Homologie zu bekannten σ70-Promotoren (Tab. 

3-11, [141]) auf. Für den Transkriptionsstart von parE wurde von Salgado et al. ein Cytosin an 

Position –66 im Vergleich zu P1 bzw. 9 bp stromabwärts von P3 (Abb. 3-17) postuliert (286). 

Neben den primären Transkriptionsstartpunkten P1 wurden unter exponentiellem 

Kulturwachstum für parC und parE zusätzliche stromaufwärts gelegene Transkriptons-

startpunkte detektiert (Tab. 3-11, Abb. 3-16 und 3-17). Im Fall von parC wurden die beiden 

zusätzlichen Startpunkte (P2 und P3) jedoch nur mit einer relativen Häufigkeit von etwa 7 % im 

Vergleich zum primären Transkriptionsstartpunkt benutzt. Ursächlich für diese geringe 

Transkription ist möglicherweise die geringere Homologie zum Konsensuspromotor 

einschließlich dem suboptimalen Abstand der σ70-Bindemotive zueinander und zum 

Transkriptionsstart (Abb. 3-16, Tab. 3-11, [141]). Ein mit entsprechend geringer Häufigkeit 

(9 %) detektierter Transkriptionsstartpunkt 7 bp stromabwärts von P1 resultierte möglicherweise 

aus einem vorzeitigen Abbruch der reversen Transkription. Diese Erklärung könnte auch für den 

ermittelten Transkriptionsstartpunkt 18 bzw. 19 bp stromaufwärts von P2 gelten, für den keine 

Promotorsequenzen detektiert wurden. Für parE wurden stromaufwärts von P1 weitere 4 

Transkriptionsstartpunkte mit σ70-Promotoren identifiziert, von denen die beiden 

nächstgelegenen noch Aktivitäten von 60 % bzw. 70 % im Vergleich zum primären 

Transkriptionsstartpunkt aufwiesen (3.2.4).  

Während der stationären Wachstumsphase, die durch einen geringeren DNA-

Überspiralisierungsgrad gekennzeichnet ist (158), wurde für parC und parE jeweils nur ein 

Transkriptionsstartpunkt detektiert (Tab. 3-9 und 3-10). Bei parC war dieser identisch mit dem 

unter exponentiellem Wachstum ermittelten Startpunkt P1, während er bei parE identisch mit 

dem entsprechenden Startpunkt P2 war. E. coli  verwendet demnach unter stationären 

Wachstumsbedingungen keine speziellen Startpunkte für die Transkription von parC und parE, 
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sondern entsprechend dem Promotor Px1 von topA (275) einen, der auch bei exponentiellem 

Wachstum verwendet wird. Möglicherweise können die Promotoren P1 (parC) und P2 (parE) 

sowohl durch σ70 als auch durch das in der stationären Phase vorherrschende σS aktiviert 

werden, wie es für Px1 gezeigt wurde (275). Das Fehlen einer Aktivierung der anderen, unter 

exponentiellen Wachstumsbedingungen verwendeten Promotoren deutet darauf hin, dass diese 

auf eine Veränderung des DNA-Überspiralisierungsgrads sensibler reagieren und nach dessen 

Reduktion möglicherweise eine Bindung von σ70- oder σS- RNA-Polymerase nicht zulassen.  

Die Regulation der Transkription von parC und parE unterscheidet sich zusätzlich hinsichtlich 

der möglicherweise beteili gten Transkriptionsfaktoren. Während für parC nur ein einzelnes 

Bindemotiv für H-NS (histone-like nucleoid structuring protein) stromabwärts des P1 

Transkriptionsstarts ermittelt wurde, konnten für parE insgesamt drei entsprechende 

Bindemotive detektiert werden (3.2.5). H-NS nimmt aktiv an der Kontrolle des chromosomalen 

Überspiralisierungsgrads teil (145, 163) und fungiert möglicherweise als genereller Silencer der 

Transkription unter bestimmten Wachstumsbedingungen, wie der stationären Phase (10, 265, 

329). Die detektierten H-NS-Bindemotive in den Promotorregionen von parC und parE, deuten 

daher zusätzlich zu den Promotorsequenzen auf eine vom DNA-Überspiralisierungsgrad 

abhängige Regulation der Transkription. Die Position des H-NS-Bindemotivs innerhalb des 

postulierten P1-Promotors von parE erklärt zudem die fehlende Transkription von diesem 

Promotor in der stationären Wachstumsphase. Zur Bestätigung dieser postulierten H-NS-

Bindung könnten z. B. ein Electrophoretic Mobili ty Shift Assay (EMSA) durchgeführt werden. 

Das Prinzip dieses Assays beruht auf der Tatsache, dass Protein-DNA-Komplexe bei der 

gelelektrophoretischen Auftrennung langsamer laufen als pure DNA.  

Neben den möglichen Bindemotiven für H-NS weist der Promotorbereich von parE jeweils ein 

mögliches Bindemotiv für TyrR und CRP auf. Entsprechende Bindemotive wurden zwar auch 

für die stromaufwärts liegende Sequenz des P3-Transkriptionsstarts von parC postuliert, jedoch 

mit einem Abstand von mehr als 300 bp, so dass eine Bindung dieser Transkriptionsfaktoren 

vermutlich keinen Einfluss auf die Expression von parC ausübt. CRP, das cAMP 

Rezeptorprotein, ist bei ausreichenden cAMP-Spiegeln (z. B. bei Glucosemangel wie in LB-

Medium) ein Transkriptionsaktivator, der als Dimer eine starke Biegung in die DNA einführt 

(357) und somit eine direkte Interaktion mit RNA-Polymerase ermöglicht (88), oder durch den 

veränderten lokalen DNA-Überspiralisierungsgrad eine Aktivierung des Promotors verursacht 

(186). Für verschiedene Gene, deren Expression in der stationären Phase einer Batchkultur 

erhöht ist, konnte eine Kontrolle durch den cAMP-CRP-Komplex nachgewiesen werden (301). 

Hierzu zählen z. B. die Gene für die Microcin-Produktion (187). Um eine direkte Interaktion mit 

RNA-Polymerase zu ermöglichen, muss der Abstand zum Transkriptionsstart allerdings 

mindestens 40 bp betragen (66). Die ermittelte Position der CRP-Bindestelle im P5-Promotor 
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von parE liegt jedoch stromabwärts der -38 Position (Abb. 3-17), so dass CRP eher als 

Repressor, wie im Fall des ompA- oder galp2- Promotors, fungieren könnte (66, 236).  

TyrR ist ein negativer Transkriptionsregulator für die Expression vieler Gene, die ausschließlich 

an der Biosynthese und am Transport von aromatischen Aminosäuren beteili gt sind (313). Es 

bindet spezifisch an eine Gruppe von 22 bp langen Zielsequenzen, die als starke oder schwache 

TyrR-Boxen bezeichnet werden und stromaufwärts von Position –20, oder unmittelbar 

stromabwärts des Transkriptionsstartpunkts liegen (66, 368). Obgleich eine mögliche Bindebox 

für TyrR im P4-Promotor von parE ermittelt wurde, erscheint daher eine Regulation von parE 

durch TyrR unwahrscheinlich, zumal die mögliche Bindebox stromabwärts der Position –20 

(Abb. 3-17) liegt.  

Unterschiede in der Kontrolle der Expression von parC und parE ergeben sich möglicherweise 

zusätzlich aus der jeweils postulierten Ribosomenbindungsstelle (RBS). Die postulierte RBS 

von parC ermöglicht mit ihren ersten 4 Basen eine komplementäre Paarung mit dem 3'-Endes 

der 16S rRNA (3.2.4) und weist darüber hinaus eine hohe Homologie (5 von 6 Basen) zur RBS-

Konsensussequenz (106) auf. Möglicherweise beeinflusst auch die putative H-NS Bindestelle 

unmittelbar stromaufwärts dieser RBS die Bindung zur 16S rRNA. Für parE ermöglicht die 

postulierte RBS nur mit den ersten und letzten beiden Basen eine entsprechende Paarung mit der 

16S rRNA, und der Abstand zum Translationsstart ist mit 12 bp (für parC 9 bp) ungewöhnlich 

lang (106). Effizienzunterschiede in der Translation von parC und parE können daher nicht 

ausgeschlossen werden.  

Die in der vorliegenden Arbeit unter exponentiellem Kulturwachstum erstmals experimentell 

ermittelten primären Transkriptionsstartpunkte P1 von parC und parE deuten somit in 

Verbindung mit den postulierten σ70-Promotoren, die jeweils eine hohe Homologie zum 

Konsensuspromotor aufweisen (Tab. 3-11), auf eine negative Regulation der parC- und parE-

Transkription infolge eines verringerten DNA-Überspiralisierungsgrads. Dabei ist die 

Transkription von parE möglicherweise stärker reguliert, wie die unter exponentiellem 

Wachstum detektierten 5 Transkriptionsstartpunkte mit jeweils nennenswerter Aktivität (siehe 

Tab. 3-9 und 3-10) sowie die 3 möglichen Bindemotiven für H-NS vermuten lassen. Die 

Sequenzen der für parC postulierten -10- und -35-Region stromaufwärts von P1 weisen zudem 

eine hohe Homologie zu den entsprechenden Regionen des P3 Promotors von topA auf 

(Tab. 3-11, [328]). Obgleich die Transkription des für Topo I codierenden topA-Gens negativ 

durch einen abnehmenden und positiv durch einen zunehmenden DNA-Überspiralisieungsgrad 

beeinflusst wird, ist die Rolle des P3-Promotors für diese Regulation unklar (275, 328).  

4.3.2 Einfluss des DNA-Überspiralisierungsgrads 

Die Aufrechterhaltung und Regulation eines globalen negativen DNA-Überspiralisierungsgrads 
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innerhalb enger Grenzen ist für Zellen essentiell (79, 341). Neben der Bedeutung für die 

Rekombination (233) und die Replikation (108, 217) ist für die Initiation der Transkription einer 

Vielzahl von Genen ein bestimmter negativer DNA-Überspiralisierungsgrad erforderlich (9, 61, 

273). Eine Relaxierung der DNA beeinflusst die Expression einer Vielzahl von Genen negativ, 

führt aber auch zu einer erhöhten Expression anderer Gene wie gyrA, gyrB und recA (102, 229, 

232, 307, 345). Da die Expression von Gyrase und Topo I, die neben Topo IV an der Regulation 

des DNA-Überspiralisierungsgrads beteili gt sind (365), durch den Überspiralisierungsgrad 

selbst beeinflusst wird (229, 327), erschien eine solche Regulation auch für Topo IV denkbar. 

Die ermittelten Transkriptionsstartpunkte für parC und parE (Tab. 3-9 und 3-10) in Verbindung 

mit den postulierten σ70-Promotoren und Bindemotiven für Transkriptionsfaktoren wie H-NS 

und CRP gaben erste konkrete Hinweis auf eine negative Regulation infolge eines verringerten 

DNA-Überspiralisierungsgrads (siehe 4.3.1). 

Zur Verifizierung dieser Hinweise wurde der DNA-Überspiralisierungsgrad experimentell 

verringert. Hierzu wurde einerseits Gyrase durch das Cumarin Novobiocin gehemmt (83, 229) 

und andererseits ein Kälteschock induziert. Letzterer bewirkt physikalisch zunächst eine 

Zunahme des DNA-Twists und verursacht damit ebenfalls eine lokale Verringerung des 

negativen Überspiralisierungsgrads bevor die Aktivität von Gyrase durch Verringerung der 

Verknüpfungszahl (Lk) den ursprünglichen DNA-Überspiralisierungsgrad wieder herstellt (211, 

345). Aufgrund der Verringerung des DNA-Überspiralisierungsgrads nach Hemmung von 

Gyrase durch Novobiocin wurde nach 10 min und 30 min eine etwa 1,5fache Induktion der 

gyrA-Expression und eine bis zu 1,7fache Induktion der recA-Expression festgestellt 

(Abb. 3-19). Chromosomal integrierte Fusionen des gyrA-Promotors mit lacZ zeigten ebenfalls 

eine 2fach erhöhte Transkription nach Induktion mit Novobiocin (245), während die Induktion 

durch Coumermycin A1 eine 4fach (245) oder gar 8,5fach (232) höhere Transkription 

verursachte. Parallel zur Expressionssteigerung von gyrA und recA konnte eine Abnahme der 

Transkripte für parC und parE mit zunehmender Novobiocinkonzentration (Abb. 3-20) und 

Inkubationszeit (Abb. 3-19) festgestellt werden, so dass deren Transkription durch einen 

abnehmenden Überspiralisierungsgrad offenbar negativ reguliert wird. Die Induktion eines 

Kälteschocks verursachte bezüglich gyrA und recA die gleichen Expressionsänderungen wie 

nach der Hemmung von Gyrase durch Novobiocin, während die Reduktion der parC-Expression 

geringer ausfiel und für parE sogar eine leichte Steigerung der Expression verzeichnet wurde 

(vergleiche Abb. 3-20 und 3-21). Die Reduktion des DNA-Überspiralisierungsgrads durch eine 

gezielte Hemmung von Gyrase oder einen induzierten Kälteschock verursachte demnach eine 

Repression der parC-Transkription, während die Transkription von parE weniger beeinflusst 

wurde, wie bereits die jeweili gen postulierten Promotorstrukturen vermuten ließen (siehe 4.3.1). 

Diese unterschiedliche Regulation der parC- und parE-Transkription spiegelt sich auch in der 

kürzlich festgestellten unterschiedlichen Lokalisierung der beiden Untereinheiten (93). 
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Weitere Untersuchungen zur Bestätigung der Abhängigkeit des parC-, und parE-Promotors 

vom Überspiralisierungsgrad bzw. DNA-Twist könnten eine gezielte Deletion bzw. Insertion 

einiger Basen in die Region zwischen der –10 und –35-Sequenz beinhalten. Entsprechende 

Untersuchungen am flaA-σ28-Promotor von H. pylori (38) zeigten, dass sich hierdurch die 

Abhängigkeit dieses Promotors vom DNA-Überspiralisierungsgrad modulieren ließ.  

Die während des Kälteschocks gemessene starke Reduktion des srmB-Transkripts überrascht 

insoweit, als SrmB, eine RNA-Helicase, vermutlich an der Gruppierung der 50S Untereinheit 

von Ribosomen beteili gt ist und das Wachstum bei niedrigen Temperaturen verbessert (54). 

RNA-Helicasen entfernen zudem RNA-Sekundärstrukturen und schützen gleichzeitig mRNA 

vor einer RNase-vermittelten Degradation (165). 

4.3.3 Einfluss von Fluorchinolonen 

Der Einfluss von Fluorchinolonen auf die Expression von parC und parE wurde in der 

vorliegenden Arbeit nicht explizit untersucht. Dennoch zeigen die Ergebnisse zur Induktion des 

SOS-Gens recA infolge einer gezielten Hemmung von Gyrase (Abb. 3-25 und 3-27) oder 

Topo IV (Abb. 3-26 und 3-28) durch die beiden Fluorchinolone Ciprofloxacin und Norfloxacin, 

dass ausschließlich eine 3stündige Hemmung von Topo IV, nicht jedoch von Gyrase, zu einer 

Reduktion der parC-Expression auf etwa 30 % führte. Dieses Ergebnis verwundert insofern, als 

dass eine Hemmung des relaxierenden Enzyms Topo IV eher einen höheren DNA-

Überspiralisierungsgrad und darüber eine Induktion der parC-Expression verursachen würde. 

Literaturdaten existieren allerdings nur zum Einfluss von Fluorchinolonen auf den DNA-

Überspiralisierungsgrad bzw. die Expression von gyrA nach Hemmung von Gyrase (117) und 

bestätigen den gemessenen fehlenden Einfluss (Abb. 3-25 und 3-27). Da die Ergebnisse aus 

Abb. 3-26 und 3-28 jeweils nur Einzelmessungen repräsentieren, sollten weitergehende 

Untersuchung zur Klärung des Einflusses von Fluorchinolonen insbesondere auf die Expression 

von parC nach Hemmung von Topo IV stattfinden.  
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4.3.4 Einfluss von Topo isomerase-Mutationen  

Untersuchungen von Bagel et al. und Schulte (15, 299, 300) haben gezeigt, dass in vitro 

selektierte Chinolonresistenzmutationen in gyrA häufig mit einem Fitnessverlust, einem 

verringerten DNA-Überspiralisierungsgrad und einer geringeren Wachstumsrate der 

Bakterienstämme einhergehen (Tab. 3-1). Andererseits wiesen klinische Isolate, mit 

entsprechenden Mutationen sowie Chinolon-resistente Mutanten wie WT-3-1, die durch in vitro-

Mutagenisierung hergestellt wurden, nur einen geringen Verlust ihrer Fitness und keine 

verringerte Wachstumsrate auf (Tab. 3-1, [15]). Mutationen, die in den B-Untereinheiten von 

Gyrase (GyrBR136C, GyrBG77S) und Topo IV (ParER132C) auftreten oder erzeugt wurden, 

beeinträchtigten die katalytische Aktivität (68, 125, 130) und führten zumindest bei mutierter 

Gyrase zu einem verringerten DNA-Überspiralisierungsgrad und geringerer Wachstumsrate 

(125). Obgleich die Empfindlichkeit solcher Mutanten nicht gegenüber Chinolonen getestet 

wurde, lässt die verringerte Wachstumsrate und Gyraseaktivität auf eine entsprechend 

verminderte Empfindlichkeit schließen. 

In der vorliegenden Arbeit wurde daher auch untersucht, welchen Einfluss verschiedene Gyrase- 

und Topo IV-Mutationen auf die Expression der Topoisomerasegene ausüben. Bei 

exponentiellem Wachstum konnten zwischen Wildtyp (WT), WT-4, WT-3-1 und M III- 300, die 

alle annähernd gleiche Generationszeiten aufweisen (Tab. 3-1), keine Unterschiede in der 

Expression von parC und parE festgestellt werden (Abb. 3-22). Mit Ausnahme von WT-3-1 war 

auch die Expression von gyrA in diesen Stämmen identisch. Die 2fach höhere gyrA-Expression 

in WT-3-1 resultierte vermutlich aus den nachgewiesenen Mutationen im Promotorbereich, die 

zur Ausbildung einer zusätzlichen –10-Region für einen σ70-Promotor führten (Abb. 3-23). 

Diese Mutationen stammten aus dem für die Herstellung von WT-3-1 verwendeten gyrA-Allel 

von E. coli  205096, einem gegenüber Chinolonen hochresistenten klinischen Stamm, der durch 

eine zusätzliche parCE84K-Mutation sowie einen erhöhten Efflux charakterisiert ist (135, 136, 

292). Die größere gyrA-Transkriptmenge in WT-3-1 gibt erstmals einen Hinweis darauf, dass 

die Funktion der Gyrase in E. coli  205096 oder WT-3-1 (GyrAS83L, D87G) möglicherweise 

beeinträchtigt ist und durch eine erhöhte Expression entsprechend der von Menzel & Gellert 

postulierten homöostatischen Kontrolle (229) kompensiert wird. Möglicherweise trägt die 

erhöhte Expression dieser resistenten GyrA-Untereinheit auch zu einer Sensitivierung gegenüber 

Chinolonen bei. Ein Hinweis hierauf liefert die Empfindlichkeit gegenüber Ciprofloxacin, die in 

WT-3-1 um eine MHK-Stufe niedriger liegt als in M I. Stamm M III , der ebenfalls eine 

gyrAS83L,D87G- sowie eine parCS80I-Mutation besitzt, wies keine erhöhte Expression von gyrA 

auf, sondern war im Gegenteil durch sehr niedrige Expressionsraten aller Gene charakterisiert 

(Abb. 3-22), was möglicherweise die verdoppelte Generationszeit (Tab. 3-1) erklärt. Eine 

homologe kompensatorische Mutation im gyrA-Promotorbereich von M III oder M III- 300 blieb 
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vermutlich aus, da aufgrund der Variationen in der DNA-Sequenz dieser Stämme hierzu eine 

Doppelmutation nötig gewesen wäre. Andererseits ist unbekannt welchen Wachstumsvorteil 

Stamm WT-3-1 aufgrund der verstärkten Expression von gyrA besitzt. Untersuchungen zum 

Einfluss der Topoisomerasekonzentration auf die Wachstumsrate zeigten, dass eine 

Verdopplung der Topo I-Konzentration nur eine geringe Veränderung (3 %) der Wachstumsrate 

verursachte (312). 

Die parCS80I-Mutation in Stamm WT-4 scheint keinen nennenswerten Einfluss auf die 

Genexpression und die Bakterienfitness auszuüben. Weder die Expression der untersuchten 

Topoisomerase-Gene (s. o.) noch von anderen Genen war gegenüber dem Wildtyp verändert 

(Abb. 3-22). WT-4 und WT wiesen zudem gleiche Generationszeiten (Tab. 3-1) und DNA-

Überspiralisierungsgrade auf (14). Diese Ergebnisse werden durch In vitro-Untersuchungen zur 

Enzymaktivität gestützt. Isolierte Topo IV aus WT-4 oder eine Chinolon-resistente Topo IV 

(ParCS80Y) aus S. aureus zeigten keine Beeinträchtigung ihrer Enzymfunktion im Vergleich zum 

Wildtyp-Enzym (33, 290).  

4.3.5 Einfluss der Wachstumsphase 

Der Nährstoffmangel, der in der stationären Phase einer Batchkultur auftritt, erfordert für ein 

weiteres Überleben der Zellen eine Anpassung ihres Stoffwechsels u. a. durch Neusynthese 

bestimmter Proteine. Während hierfür einige wenige Gene verstärkt transkribiert werden, findet 

eine generelle Abnahme der Transkription und der Translation statt (96) wie auch die 

Ergebnisse aus Abb. 3-13 und 3-18 zeigen. Für die erhöhte Transkription von etwa 50 Genen in 

der stationären Phase ist der spezifische Sigma-Faktor RpoS (σS) verantwortlich (167, 195), der 

auch die Transkription des Promotors Px1 des Topoisomerase I-Gens reguliert (275). Es konnte 

zudem gezeigt werden, dass die Erkennung von σS-abhängigen Promotoren an relaxierter DNA 

effizienter ist (194). In der vorliegende Arbeit konnte gezeigt werden, dass bereits in der frühen 

stationären Phase das agaY-Transkript, das für Tagatose-1,6-bisphosphat-Aldolase codiert, ein 

Enzym aus dem alternativen Kohlenhydratstoffwechsel, um den Faktor 8,5 induziert wurde 

(Abb. 3-18), möglicherweise aufgrund eines aktivierten σS-Promotors. Neben diesem 

spezifischen σ-Faktor ist vermutlich der in der stationären Wachstumsphase reduzierte DNA-

Überspiralisierungsgrad für die erhöhte Expression einiger Gene verantwortlich (17, 170, 277, 

328). In der vorliegenden Arbeit konnte dementsprechend eine erhöhte Expression von recA in 

der stationären Wachstumsphase festgestellt werden, während allerdings die Expression von 

gyrA abnahm. Möglicherweise sind daher in der stationären Wachstumsphase zusätzliche 

Faktoren an der Transkriptionsregulation von gyrA beteili gt. Die positive Regulation der 

Transkription von gyrA durch CRP (118) bzw. die negative durch FIS (297) erklären allerdings 

nicht den Expressionsverlust in der stationären Phase, da hier die Konzentration von CRP 
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unverändert ist und die von FIS stark abnimmt (18). Die gemessene Reduktion der gyrA-

Expression zu Beginn der stationären Phase (Abb. 3-18) entspricht jedoch Ergebnissen anderer 

Arbeitsgruppen mit chromosomal- und plasmid-lokalisierten gyrA-lacZ-Fusionen (118, 175, 

245). Die Detektion nur eines Transkriptionsstartpunkts für parC bzw. parE in der stationären 

Phase sowie die Struktur der für beide Gene postulierten Promotoren in Verbindung mit 

möglichen Bindestellen für H-NS deutete auf eine Reduktion der Expression in der stationären 

Phase (4.3.1) und konnte durch die Quantifizierung der Genexpression entsprechend bestätigt 

werden (Abb. 3-18). Der Transkriptionsregulator H-NS, für den in der Promotorregion von 

parC und parE Bindemotive gefunden wurden (Abb. 3-16 und 3-17) akkumuliert in der 

stationären Phase und reprimiert die von ihm regulierten σ70-abhängigen Promotoren (10, 329). 

Eine 8stündige Inkubation in stationärer Phase oder eine 2stündige Inkubation unter 

Nährstoffmangel in PBS führte zu einer Reduktion aller Transkripte um bis zu 90 % (3.2.6.1.1), 

so dass vermutlich globale Faktoren, wie eine allgemein reduzierte Transkription oder eine 

verringerte Stabili tät der mRNAs für diese Ergebnisse verantwortlich zeichnen.  

Die in der stationären Phase ermittelte geringere Transkriptmenge von parC und gyrA spiegelt 

möglicherweise geringere Enzymkonzentrationen von Topo IV und Gyrase wider und würde 

damit zu der beobachteten geringeren Empfindlichkeit solcher Zellen gegenüber Chinolonen 

(Abb. 3-6) beitragen. 

Die neuen Einblicke, die die vorliegende Arbeit in die Wirkungsmechanismen verschiedener 

Inhibitoren wie Fluorchinolone, Etoposid, Rutin und Novobiocin auf die Topoisomerase IV und 

Gyrase von E. coli  liefert, können für ein effizienteres Screening neuer Inhibitoren dieser 

Zielstrukturen verwendet werden. Insbesondere könnten neue spezifische Inhibitoren von 

Topo IV oder Gyrase, die ähnlich zu Etoposid ihre volle Wirkung erst in chinolonresistenten 

Isolaten entfalten, sowie ein besseres Verständnis der Wirkung von Etoposid auf E. coli  

Topo IV entscheidend zur effizienten Bekämpfung der zunehmenden Anzahl resistenter Keime 

beitragen. Durch die Untersuchung der Transkriptionskontrolle der für Topo IV codierenden 

Gene parC und parE konnte die Rolle dieses Enzyms für die Relaxierung von DNA bestätigt 

werden. Aufgrund der Auswirkungen der Topoisomeraseexpression auf die zelluläre 

Empfindlichkeit gegenüber Inhibitoren, ist eine weitergehende experimentelle Analyse und 

Bestätigung der für die Genregulation von parC und parE postulierten Transkriptionsfaktoren 

und Promotorsequenzen wünschenswert.
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5 Zusammenfassung / Summary  

In Bakterien katalysiert Topoisomerase IV (Topo IV) die Trennung von Tochterchromosomen 

nach der Replikation und unterstützt durch die Relaxierung von positiv überspiralisierter DNA 

die Replikation und Rekombination. Topo IV und die strukturell ähnliche Topoisomerase II 

(Gyrase) sind die Zielstrukturen für die klinisch bedeutsamen Fluorchinolon-Antibiotika. Ziel 

der vorliegenden Arbeit war es mittels genetisch definierter Mutanten von E. coli , in denen 

entweder Gyrase oder Topo IV als primäre Zielstruktur für Chinolone fungiert, die zellulären 

Effekte (z. B. Induktion der SOS-Antwort und Verlust der Lebensfähigkeit) nach einer 

Hemmung von Topo IV oder Gyrase durch verschiedene Fluorchinolone und andere Inhibitoren 

aufzuklären. Zusätzlich zielte die Studie auf die Aufklärung von Mechanismen, die an der 

Transkriptionskontrolle von parC und parE, den beiden Strukturgenen der A- und B-

Untereinheit von Topo IV, beteili gt sind und auf mögliche Implikationen für die Konzentration 

dieser Zielstruktur und damit der zellulären Empfindlichkeit gegenüber Inhibitoren von 

Topo IV.  

In exponentiell wachsenden Kulturen verursachten Fluorchinolone einen Verlust der 

Lebensfähigkeit und eine Induktion der SOS-Antwort, charakterisiert durch eine Filamentierung 

der Zellen und eine Induktion der recA-Transkription, unabhängig davon, ob Gyrase oder 

Topo IV die primäre Zielstruktur darstellte. Nach einer Hemmung von Topo IV durch 

Norfloxacin fiel sowohl die Induktion der SOS-Antwort als auch der Verlust der 

Lebensfähigkeit geringer aus, als nach entsprechender Hemmung durch Ciprofloxacin oder nach 

Hemmung von Gyrase durch Ciprofloxacin oder Norfloxacin. Der Verlust der Lebensfähigkeit 

wurde zudem durch die Zellteilungsrate, die Wachstumsphase und das Kulturmedium 

beeinflusst. Wachstums- und teilungsinaktive Zellen wurden durch Fluorchinolone nicht 

abgetötet, jedoch verhinderten solche mit einer hohen Affinität zu Gyrase und Topo IV (wie 

z. B. Moxifloxacin) am effektivsten die Koloniebildung nach Wiederaufnahme der Zellteilung, 

insbesondere wenn Gyrase als primäre Zielstruktur fungierte.  

Die Untersuchung anderer Inhibitoren zeigte, dass Etoposid, ein Inhibitor eukaryontischer 

Topoisomerase II-Enzyme, primär Gyrase, während Rutin primär Topo IV hemmte. Beide 

Inhibitoren induzierten die SOS-Antwort, gezeigt durch Filamentierung von wachsenden Zellen, 

aber nur Etoposid verursachte auch deren Absterben. 

Zudem wurde in Bestätigung früherer in vitro-Daten für eine in vitro hergestellte 

chinolonresistenten Mutante (gyrAS83W) erstmals eine Hypersensitivität gegenüber Etoposid 

nachgewiesen, während der chinolonempfindliche Wildtyp gegenüber Etoposid resistent war. In 

E. coli  unterscheidet sich daher Topo IV von Gyrase bezüglich der Interaktion mit 

verschiedenen Inhibitoren und dem Ausmaß der dadurch ausgelösten zellulären Effekte. Die 

Untersuchungen zeigen, dass Topo IV und Gyrase auch bei der zunehmenden Resistenz 
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gegenüber Fluorchinolonen vielversprechende antibakterielle Zielstrukturen für bewährte und 

neue chemische Substanzklassen darstellen. 

Die Untersuchung der transkriptionellen Regulation der parC- und parE-Expression erfolgte 

unter verschiedenen physiologischen Bedingungen durch Quantifizierung der spezifischen 

mRNAs mittels real-time RT-PCR und durch eine neu entwickelte Fluoreszenz-basierte 

Methode zur Bestimmung der Transkriptionsstartpunkte. 

Die Transkriptionsstartpunkte für parC und parE, die in dieser Arbeit erstmals experimentell 

bestimmt wurden, unterschieden sich in Abhängigkeit vom Kulturwachstum in exponentieller 

und stationärer Phase einer Batchkultur. Sequenzvergleiche der Regionen stromaufwärts der 

ermittelten Transkriptionsstartpunkte zeigten für beide Strukturgene σ70-abhängige Promotoren 

sowie potentielle Bindestellen für H-NS. Die postulierten Promotorregionen von parC und parE 

deuten auf eine negative Regulation der Transkription in Abhängigkeit eines verringerten DNA-

Überspiralisierungsgrads. Eine solche Abhängigkeit konnte vor allem für parC und in 

geringerem Maße für parE bestätigt werden. So führte die vorübergehende Relaxierung der 

DNA durch einen induzierten Kälteschock oder durch Hemmung von Gyrase durch Novobiocin 

zu einer signifikant geringeren Expression von parC. Der Nachweis dieser vom DNA-

Überspiralisierungsgrad abhängigen Transkription von parC unterstreicht die zelluläre 

Bedeutung von Topo IV für die Aufrechterhaltung eines globalen negativen 

Überspiralisierungsgrads der DNA.  

Fluorchinolone beeinflussten unabhängig von der Zielstruktur weder die Expression von gyrA 

noch von parE, führten allerdings ausschließlich nach Hemmung von Topo IV zu einer 

Reduktion der parC-Expression. 

Summary 

In bacteria, topoisomerase IV (topo IV) catalyses the decatenation of DNA-daughter 

chromosomes after replication and drives replication and recombination by relaxation of 

positive DNA-supercoils. Topo IV and the structurally similar topoisomerase II (gyrase) are 

both lethal targets of fluoroquinolone antibiotics. By using genetically defined mutants of E. coli  

carrying mutations rendering either gyrase or topo IV to the primary target of quinolones, this 

study aimed at determining the cellular effects, e.g. induction of the SOS response and loss of 

viabili ty, triggered by the selective inhibition of either type II topoisomerase with various 

inhibitors including fluoroquinolones. In addition, the study focused on the elucidation of the 

mechanisms involved in the transcriptional regulation of the parC and parE genes encoding the 

two subunits of topo IV, on possible implications for the target concentration, and thus, the 

cellular susceptibili ty to inhibitors of topo IV.  

In exponentially growing cultures, fluoroquinolones caused loss of viabili ty and induction of the 
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SOS response, characterized by filamentation of the cells and induction of recA transcription, 

irrespective of gyrase or topo IV being the primary target. After inhibition of topo IV with 

norfloxacin both the induction of the SOS response and the loss of viabili ty were less 

pronounced than after inhibition with ciprofloxacin, or inhibition of gyrase with both 

norfloxacin and ciprofloxacin. Loss of viabili ty was also modulated by the rate of cell division 

as well as growth phase and composition of the growth medium. Resting cultures were not 

kill ed by fluoroquinolones, but those with higher affinity to gyrase and topo IV (e.g., 

moxifloxacin) were more effective in inhibiting the re-growth of such cultures especially if 

gyrase was the primary target.  

Investigation of other inhibitors showed that etoposide, an inhibitor of eucaryotic topoisomerase 

II , primarily targeted gyrase while rutin primarily targeted topo IV. Both inhibitors induced the 

SOS response, indicated by filamentation of growing cells, but only etoposide also caused cell 

death. Furthermore, an in vitro-generated quinolone-resistant E. coli  strain (GyrAS83W) was 

demonstrated to be hypersensitive to etoposide while the quinolone-sensitive wild-type strain 

was resistant, thereby confirming former in vitro data.  

Thus, targeting of topo IV with quinolones or other inhibitors not only differed from that of 

gyrase with respect to drug interaction, but also to the extent of cellular effects caused by 

inhibition. The Investigations show, that both topo IV and gyrase are promising antibacterial 

targets for approved and new drug classes even in the face of the growing resistance against 

fluoroquinolones.  

The transcriptional regulation of parC and parE expression was examined under different 

physiological conditions with real-time RT-PCR and a newly established fluorescence-based 

method to map transcription start sites. The latter method revealed for the first time 

experimently different start sites dependent upon exponential or stationary growth of a batch 

culture. DNA sequence alignments of the regions upstream from the transcription start sites of 

both parC and parE revealed putative σ70-dependent promoters and putative binding sites for H-

NS pointing to a negative transcriptional regulation by a decrease in DNA supercoili ng. Such 

dependence was confirmed for parC and to a lesser extent for parE. Thus, a temporary 

relaxation of DNA by cold shock or by inhibition of gyrase with novobiocin caused a significant 

reduction of parC expression. This proof of DNA supercoili ng-dependent transcription of parC 

underlines the role of topo IV in maintaining a global degree of negative DNA-supercoili ng.  

By targeting either gyrase or topo IV, fluoroquinolones did not influence the transcription of 

gyrA or parE but in contrast reduced parC expression after inhibition of topo IV only.  
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7 Verwendete Abkürzung en 
 

Abb. Abbildung 
agaY Gen der Tagatose-1,6-Bisphosphat Aldolase 
aqua dest. destili ertes Wasser 
ATP Adenosin-5'-Triphosphat 
bp Basenpaare 
bzw. beziehungsweise 
°C Grad Celsius 
cDNA komplementäre Desoxyribonukleinsäure 
Cip Ciprofloxacin 
Clm Chloramphenicol 
cm Zentimeter 
CRP cAMP receptor protein 
CT-Wert Schwellenwert-Zyklus der real-time PCR 

∆ Deletion  
DIN Deutsches Institut für Normung 
DMSO Dimethylsulfoxid 
DNA Desoxyribonukleinsäure 
dsDNA doppelsträngige Desoxyribonukleinsäure 
EDTA Ethylendiamintetraacetat 
et al. Et alii (und andere) 
EtBr Ethidiumbromid 
g Gramm 
g Erdbeschleunigung (9,81 m/s2) 
FIS factor for inversion stimulation 
GSP genspezifische Primer 
gyrA Gen der Untereinheit A der Gyrase 
gyrB Gen der Untereinheit B der Gyrase 
h Stunde 
H-NS histone-like nucleoid structuring protein 
IHF integration host factor 
kb Kilobasenpaar(e) 
KBE koloniebildende Einheiten 
L Liter 
Lk Verknüpfungszahl der DNA 
mM Millimolar (Millimo l/L)  
MHK minimale Hemmkonzentration 
min Minute 
ml Millili ter 
MMS Methyl-Methansulfonat 
mRNA Boten-Ribonukleinsäure (engl. messenger ribonucleic acid) 
ms Milli sekunde 
n Anzahl der Untersuchungen 
NaAc Natriumacetat 
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n.b. nicht bestimmt 
NCCLS National Committee for Clinical Laboratory Standards 
ng Nanogramm 
nm Nanometer 
nM Nonomolar (Nanomol/L)  
nt Nukleotide 
Nor Norfloxacin 
OD optische Dichte 
p Irrtumswahrscheinlichkeit 
parC Gen der A-Untereinheit der Topoisomerase IV 
parE Gen der B-Untereinheit der Topoisomerase IV 
PBS phosphatgepufferte Kochsalzlösung 
PCR Polymerase Kettenreaktion 
PMBN Polymyxin B Nonapeptid 
pmol Pico-Mol 
QRDR quinolone resistance determining region 
RBS Ribosomenbindungsstelle 
RNA Ribonukleinsäure 
RNase Ribonuklease 
RT Reverse Transkription 
s Sekunde 
S(x) geschätzte Standardabweichung 
srmB Gen der ATP-abhängigen RNA-Helicase 
Tab. Tabelle 
Tet Tetracyclin 
topA Gen der Topoisomerase I 
Topo Topoisomerase 
ts Temperatur sensitiv 
Tw DNA-Twist 
U Unit 
u. a. unter anderen 
ÜN Übernacht 
UpM Umdrehungen pro Minute 
UV Ultraviolett 
V Volt 
Vol Volumen 
Wr Biegung der DNA-Helixachse 
WT Wildtyp 
µg Mikrogramm 
µl Mikroliter 
µM Mikromolar (Mikro-Mol/L) 
z. B. zum Beispiel 
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