
Das vielfältige Potential von Mikro-
organismen für den Metabolismus
organischer Substanzen wird beim
Abbau von Chinolin und seinen
Derivaten deutlich.

Eine Reihe von aeroben Bakterien
verwendet diese Substrate als einzige
Kohlenstoff- und Energiequelle, wobei
der Abbau bis zur Mineralisation führt.



1. Einleitung

Chinolin 10 und davon abgeleitete N-Heterocyclen kom-
men ubiquitär vor und verschmutzen die Umwelt. Sie werden
vor allem bei der Verarbeitung fossiler Energieträger und aus
Holzschutzmitteln auf Kresolbasis freigesetzt. Chinoline sind,
im Unterschied zu anderen in Teer und Erdöl vorkommenden
Azarenen, relativ gut wasserlöslich. Ihr Vorkommen im
Gewebe von Fischen,[1, 2] in Sedimenten,[1, 3, 4] in der Stadt-
luft[1, 4] sowie in Böden und im Grundwasser, besonders in der
Nähe von Deponien mit Azaren-kontaminierten festen Ab-
fällen, Verkokungsanlagen sowie Betrieben, die mit Holz-
schutzmitteln auf Kresolbasis arbeiten, ist ein Beweis für die
langen Verweilzeiten dieser Verbindungen in der Umwelt.[1, 5]

Die gegenüber ihren isocyclischen Analoga höhere bio-
logische Aktivtät vieler N-Heteroarene ist besonders besorg-
niserregend. Chinolin 10 ruft bei Ratten und Mäusen Le-
berkrebs hervor,[6] und im Ames-Test erwiesen sich Chinolin
10 und einige seiner Derivate als indirekt mutagen.[4, 7] N-
Heterocyclische Amine, die aus gekochten Speisen isoliert
wurden, Pyrolysate von Aminosäuren und Proteinen sowie
erhitzte Mischungen aus Kreatin, Aminosäuren und Zuckern
wirken auf Bakterien und Säugetiere mutagen und cancero-
gen.[8] Auch über potentiell neurotoxische Effekte halogen-
substituierter Oxychinoline wurde berichtet: In den 60er
Jahren erreichte die subakute myelo-optische Neuropathie
(SMON) in Japan epidemische Ausmaûe. Als Ursache hierfür
verdächtigte man die Oxychinolinderivate, die unter der
Bezeichnung Entero-Vioform oder Mexaform häufig zur
Behandlung von dyspeptischen Beschwerden verwendet wur-
den.[9]

Chinolinderivate sind dennoch für einige medizinische
Anwendungen unentbehrlich. Die therapeutischen Eigen-
schaften der Chininalkaloid-haltigen Chinarinde sind seit
mehr als drei Jahrhunderten bekannt,[10] und bis heute wird
Malaria mit Chinin, Primaquin und Resochin behandelt. 8-
Hydroxychinoline werden bei Haut- und Darminfektionen
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verschrieben, fluorsubstituierte 4-Chinolone sind aufgrund
ihrer bakteriziden Eigenschaften bei zahlreichen Gram-
negativen und einigen Gram-positiven Pathogenen indi-
ziert.[11, 12] (Als Chinolone werden 1-substituierte 1,4-Dihy-
dro-4-oxo-3-pyridincarbonsäuren bezeichnet, die in 5,6-Stel-
lung einen weiteren anellierten Ring enthalten.) Die Ent-
wicklung neuartiger Fluorchinolone erweiterte deren
therapeutische Breite, so daû sie heute z. B. zur Behandlung
von Lepra und anderen Mykobakteriosen,[13] Typhus und
Darminfektionen wie der therapieresistenten Shigellose[14]

verwendet werden. Neben ihrer Verwendung als Pharmazeu-
tika werden Chinolinderivate als Rohstoffe und Lösungs-

mittel zur Herstellung von Agrochemikalien, Farben und
Farbstoffen benötigt.[15] Chinolingelb, das durch Kondensa-
tion von 2-Methylchinolin 1 und Phthalsäureanhydrid erhal-
ten wird, ist der in Deutschland zugelassene Lebensmittel-
farbstoff E 104. Die vielfältige Verwendung von N-Hetero-
arenen im täglichen Leben hat dazu geführt, daû immer mehr
Menschen auf Chinolinderivate allergisch reagieren.[16]

Zahlreiche Chinoline natürlichen Ursprungs kommen vor
allem in höheren Pflanzen vor. 1987 waren die Strukturen von
mehreren hundert Chinolinalkaloiden bekannt.[10] Diese wer-
den hauptsächlich von subtropischen Bäumen der Familien
Cinchona und Remija gebildet, und Papaverin ist ein be-
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kanntes Isochinolinalkaloid aus Papaver somniferum. Aber
auch in Säugetieren und Insekten werden Chinolinderivate
gebildet: Kynurensäure (1H-4-Oxochinolin-2-carbonsäure)
wurde erstmals 1853 von Liebig aus Hundeharn isoliert, und
Butenandt, Karlson und Zillig isolierten Kynurin (1H-4-
Oxochinolin) aus den Puppen der Seidenraupe Bombyx
mori.[17] Sowohl Kynurensäure als auch Kynurin entstehen
beim Abbau der aromatischen Aminosäure Tryptophan.
Einige Bakterien aus der Gruppe der Pseudomonaden bilden
in ihrem Sekundärstoffwechsel Pseudane (2-n-Alkyl-4-hydro-
xychinoline).[10, 18]

Vermutlich ist es auf die natürliche Vielfalt von Chinolinen
zurückzuführen, daû Bakterien im Laufe der Evolution
Strategien entwickelten, mit denen sie diese Verbindungen
metabolisieren.[19] Mehrere Arbeitsgruppen isolierten aus
Boden- und Wasserproben Bakterienstämme, die Chinolin
10 und seine Derivate als einzige Kohlenstoff- und Energie-
quelle nutzen können. Die einfache Isolierung Chinolin-
abbauender Bakterien läût erkennen, daû solche Organismen
in der Natur weit verbreitet sind. Die Autoren dieses Auf-
satzes haben sich eingehend mit dem Stoffwechsel von
aeroben Bakterien befaût, die auf Chinolinen wachsen: So
wurden mutmaûliche Zwischenprodukte im Abbauweg iso-
liert und identifiziert und Enzyme, die wichtige Abbauschritte
katalysieren, gereinigt und charakterisiert. Dabei wurde ein
neuer Typ ringspaltender Enzyme entdeckt. Es handelt sich
um Dioxygenasen, die den Heterocyclus auf ziemlich unge-
wöhnliche Art aufbrechen: Sie katalysieren die Spaltung
zweier C-C-Bindungen unter Freisetzung von Kohlenmon-
oxid. Eine andere wichtige am Abbau beteiligte Enzym-
familie sind die molybdänhaltigen Hydroxylasen, die in ihren
aktiven Zentren unterschiedliche Formen eines Pterin-
Molybdän-Cofaktors enthalten.

Für Wissenschaftler ist vor allem die Funktionsweise dieser
von allen lebenden Organismen synthetisierten Enzympro-
teine faszinierend. In der Praxis könnten solche Biokatalysa-
toren besonders in der Technischen Chemie Verwendung
finden, da Hydroxylierungen wichtige Schritte bei chemi-
schen Synthesen zur Herstellung von Agrochemikalien und
Pharmazeutika sind. Biokatalysatoren wie die molybdänhal-
tigen Hydroxylasen ermöglichen substrat- und regiospezifi-
sche Hydroxylierungen ohne Nebenprodukte. Sie können
unter Umständen schwierige und/oder teure konventionelle
Synthesen ersetzen, so daû es sich in naher Zukunft lohnen
könnte, hydroxylierte Zwischenprodukte für weiterführende
Synthesen mit Bakterien oder isolierten bakteriellen Enzym-
systemen herzustellen.

2. Aerober bakterieller Abbau von Chinolin und
Chinolinderivaten

2.1. Grundzüge der Verwertung von Chinolin und
Chinolinderivaten durch Bakterien

Unsere Untersuchungen des bakteriellen Abbaus von
Chinolin 10 begannen mit der Isolierung von 16 Bakterien-
stämmen aus Erd- und Wasserproben sowie aus dem Belebt-
schlamm einer Kläranlage. Diese Bakterien konnten mit 10

als einziger Kohlenstoff-, Stickstoff- und Energiequelle wach-
sen.[20] Detailliertere Untersuchungen wurden an zwei Gram-
negativen Pseudomonadenstämmen und am Gram-positiven
Rhodococcus-Stamm B 1 durchgeführt. Anhand der während
des Abbaus im Nährmedium auftretenden Zwischenprodukte
wurden zwei Abbauwege für Chinolin 10 vorgeschlagen[21]

(Abschnitte 2.3 und 2.5): Bei beiden wird im ersten Schritt 10
zu 1H-2-Oxochinolin 12 umgesetzt. In der Regel beginnt der
bakterielle Abbau von Chinolinderivaten mit einer Hydro-
xylierung in 2- oder in 4-Stellung zum N-Atom. Unter-
suchungen an gereinigten hydroxylierenden Enzymen mit
18O-markiertem Wasser ergaben, daû das ins Produkt einge-
baute Sauerstoffatom in fast allen Fällen aus dem Wasser-
molekül und nicht aus molekularem Sauerstoff stammt.

Während ihres Wachstums auf Chinolin 10 oder einem
Derivat von 10 setzten viele Bakterienstämme das jeweilige
Substrat nahezu quantitativ in eine 1H-2-Oxo- oder 1H-4-
Oxo-Verbindung um. Diese wurde vor dem weiteren Abbau
zunächst im Kulturmedium akkumuliert. Als Beispiel ist in
Abbildung 1 die Akkumulation von Kynurensäure (1H-4-

Abb. 1. Wachstum von Serratia marcescens 2 CC-1 auf Chinaldinsäure. *:
Die Absorption (Trübung) bei 600 nm (A600nm) zeigt das Wachstum an; ~:
c(Chinaldinsäure); & : c(Kynurensäure).

Oxochinolin-2-carbonsäure) während des Wachstums eines
Serratia-Stammes auf Chinaldinsäure (Chinolin-2-carbonsäu-
re) dargestellt. Eine solche enorme Anhäufung eines Meta-
boliten ist ungewöhnlich. Das im Abbauweg nachfolgende
Enzym scheint wegen seiner geringen katalytischen Aktivität
einen Engpaû zu verursachen. Möglich wäre auch ein
differentieller Regulierungsmechanismus wie die sequentielle
Induzierbarkeit von Gruppen katabolischer Gene. Dabei wird
jede Gruppe durch einen spezifischen Effektor (Substrat)
reguliert, der erst bei Erreichen einer bestimmten Schwellen-
konzentration die Genexpression aktiviert. Der Grund für die
Anhäufung der 1H-2-Oxo- und 1H-4-Oxo-Verbindungen ist
bisher nicht bekannt. Die rasche Hydroxylierung zu Beginn
des Abbaus könnte jedoch eine lebenswichtige Funktion
haben, z. B. die sofortige Entgiftung des Chinolin(derivat)s,
denn die Oxoverbindungen sind für Bakterien wesentlich
weniger toxisch als die nichthydroxylierten Substrate.

Selbstverständlich ist die vorübergehende Ausscheidung
eines katabolischen Zwischenprodukts in die Kulturbrühe
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sehr hilfreich, wenn die Reaktionen des Abbauwegs ermittelt
werden sollen. Vermutete Zwischenprodukte können aber
auch erhalten werden, indem man Mutanten herstellt und
selektiert, bei denen ein bestimmter katalytischer Schritt der
Reaktionsfolge blockiert ist. Eine weitere Möglichkeit ist die
Verwendung von Antimetaboliten, die als ¹strukturelle
Doppelgängerª natürlicher Metabolite bestimmte Stoffwech-
selvorgänge inhibieren. Beide Methoden können zwar zur
Akkumulation des jeweiligen Metaboliten vor der Blockade
führen, doch kann unter Umständen auch ein spontanes
Umsetzungs- oder Zersetzungsprodukt des echten Zwischen-
produkts akkumulieren. Im Unterschied zu diesen Sekundär-
produkten sollten die echten Stoffwechselzwischenprodukte
das Wachstum fördern, wenn die Bakterien damit gefüttert
werden. Allerdings wird auch das echte Zwischenprodukt
nicht ¹verspeistª, wenn es die Zellmembran der Bakterien-
zelle nicht passieren kann.

Dennoch kann die Reinherstellung des vermuteten Stoff-
wechselzwischenprodukts und seine Strukturaufklärung
durch Absorptionsspektroskopie, Massenspektrometrie so-
wie 1H- und 13C-NMR-Spektroskopie zur Aufstellung einer
hypothetischen Reaktionsfolge führen. Zur Zeit sind bei
aeroben Bakterien vier Chinolin-Abbauwege bekannt, die im
folgenden diskutiert werden: 1. der Anthranilsäure-, 2. der
5,6-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-, 3. der 7,8-Dihydroxy-1H-2-
oxochinolin- und 4. der 8-Hydroxycumarin-Abbauweg.

2.2. Der Anthranilsäure-Abbauweg

Der Abbau von Chinaldin (2-Methylchinolin) 1 beginnt bei
Arthrobacter sp. Rü61 a mit einer Hydroxylierung an C4, an
die sich eine Monooxygenierung an C3 des Produkts 2
anschlieût (Schema 1 a). Bei der recht ungewöhnlichen 2,4-
dioxygenolytischen Ringspaltung (siehe Abschnitt 3) von 1H-
3-Hydroxy-4-oxochinaldin 3 entstehen Kohlenmonoxid und
N-Acetylanthranilsäure 4. Deren Hydrolyseprodukt, Anthra-
nilsäure 5, wird weiter zu Brenzcatechin 6 und über den
bekannten 2-Oxoadipinsäure-Weg zu Zwischenprodukten des
Krebs-Cyclus abgebaut.[22] Analog verläuft der Abbau von
1H-4-Oxochinolin 7 bei Pseudomonas putida 33/1 über die
oxygenierten Zwischenstufen 8 und 9.[23] Beim Anthranilsäu-
re-Abbauweg wird demnach der N-Heterocyclus vor dem
Benzolring gespalten.

2.3. Der 5,6-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-Abbauweg

Comamonas testosteroni 63 baut 3-Methylchinolin 11 über
5,6-Dihydroxy-1H-3-methyl-2-oxochinolin 19 ab (Sche-
ma 1 b). Wir nehmen an, daû bei dieser Verbindung der
Benzolring gespalten wird, denn es gelang, das N-heterocy-
clische Zwischenprodukt 3-Methyl-2,5,6-trihydroxypyridin 21
zu isolieren.[24] Vermutlich ist auch 5,6-Dihydroxy-1H-2-
oxochinolin 18 ein Metabolit von Chinolin 10 bei Comamonas
testosteroni 63,[25] Pseudomonas putida K 1,[26] Rhodococ-
cus sp. B 1,[21] Moraxella sp.[27] und eventuell bei Nocar-
dia sp.[28] Aromatische ortho-Dihydroxyderivate wie 18 oder

19 könnten entweder durch Dioxygenase-katalysierte Bildung
eines Dihydrodiols mit nachfolgender Dehydrogenase-Reak-
tion oder durch zwei Monooxygenase-katalysierte Schritte
entstehen. Bei der Umsetzung der 1H-2-Oxochinoline 12 und
13 durch Comamonas testosteroni 63 wurde nachgewiesen,
daû eine 5,6-Dioxygenase die Bildung der entsprechenden
5,6-Dihydrodiole 14 bzw. 15 katalysiert.[25]

2.4. Der 7,8-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-Abbauweg

¾hnlich dem in Abschnitt 2.3 beschriebenen Abbauweg
verläuft auch der 7,8-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-Weg über
ein ortho-Dihydroxybenzol-Derivat, bei dem wahrscheinlich
der Benzolring gespalten wird. 7,8-Dihydroxy-1H-2-oxochi-
noline sind Schlüsselverbindungen, die beim Abbau von 4-
Methylchinolin 22 durch Pseudomonas putida K 1[26] (Sche-
ma 1 c), von 4-Hydroxychinolin durch ein Bodenbakterium
der Gruppe Pseudomonas[29] und beim Abbau von Kynuren-
säure[30, 31] entstehen. Das 8-Monohydroxyderivat 24 von 1H-
4-Methyl-2-oxochinolin 23 wurde zwar als Metabolit in sauren
Extrakten der Kulturbrühe von Pseudomonas putida K 1
entdeckt,[26] das 4-Methylchinolin 22 abbauen kann, doch
muû 24 kein echtes Zwischenprodukt sein. Es könnte auch
durch Dehydratisierung des hypothetischen cis-7,8-Dihydro-
diols 25 entstehen und somit das Produkt einer ¹Sackgassen-
Reaktionª sein. Die vermutlich an diesem Abbauweg betei-
ligten 7,8-Dioxygenasen sind bisher noch nicht untersucht
worden, das postulierte cis-7,8-Dihydrodiol wurde aber als
Metabolit des Abbaus von Kynurensäure durch Pseudomonas
fluorescens nachgewiesen.[30]

2.5. Der 8-Hydroxycumarin-Abbauweg

Während bei den in den Schema 1 b, c skizzierten Abbau-
wegen der Benzolring vor dem Pyridinring gespalten wird,
gibt es für Chinolin 10 noch einen besonderen Abbauweg, bei
dem unter Bildung von 8-Hydroxycumarin 29 bevorzugt der
N-Heterocyclus gespalten wird (Schema 1 d). Dieser zuerst
von Shukla beschriebene Chinolin-Abbauweg[32] wurde auch
von unserer Arbeitsgruppe bei zwei Pseudomonas-Stämmen
entdeckt. Die Reaktionsfolge des Chinolinabbaus ist aber
noch immer unklar: Nur wenige Metabolite wurden als echte
Zwischenprodukte identifiziert, und der Mechanismus für die
Spaltung des N-heterocyclischen Rings ist unbekannt. Bei
Pseudomonas putida 86,[21] Pseudomonas fluorescens 3,[21]

Pseudomonas pseudoalcaligenes und Pseudomonas stutzeri[32]

wurden 1H-2-Oxochinolin 12, 1H-8-Hydroxy-2-oxochinolin
28, 8-Hydroxycumarin 29 und 3-(2,3-Dihydroxyphenyl)pro-
pionsäure 30 als Metaboliten gefunden. Die Verbindungen 29
und 30 scheinen echte Zwischenprodukte des Abbaus zu sein,
die Bildung von 30 aus 29 oder aus einem anderen hypo-
thetischen Zwischenprodukt bleibt aber rätselhaft. Die En-
zyme, die den ersten und zweiten Schritt dieses Abbauwegs
katalysieren, wurden hingegen eingehend analysiert. So ist die
Chinolin-2-Oxidoreduktase aus Pseudomonas putida 86, die
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die Bildung von 1H-2-Oxochinolin 12 katalysiert, gründlich
untersucht worden (Abschnitt 4.2).

Die 1H-2-Oxochinolin-8-Monooxygenase, die im nächsten
Schritt die Bildung von 1H-8-Hydroxy-2-oxochinolin 28
katalysiert, besteht aus zwei induzierbaren Proteinkom-
ponenten, einer ¹Reduktaseª- und einer ¹Oxygenaseª-Kom-
ponente, die eine kurze Elektronentransportkette bilden
(Schema 2). Sie verläuft vom exogenen Elektronen-
donor NADH über die Redoxzentren der Reduktase-Kom-

ponente (FAD und [2Fe-2S]-Ferredoxin) und die Redox-
zentren der Oxygenase (Rieske-Typ-[2Fe-2S]-Cluster)
schlieûlich zum postulierten einkernigen Fe2�-Zentrum der
Oxygenase-Komponente. Dieses soll molekularen Sauer-
stoff aktivieren und wäre damit der Ort, am dem die
Oxygenierung des Substrats stattfindet.[33] Die weiteren
Schritte des Abbauwegs (Schema 1 d) bleiben spekulativ, da
die zugehörigen Enzyme bisher noch nicht angereichert
wurden.

Angew. Chem. 1998, 110, 596 ± 617 601

Schema 1. Aerobe bakterielle Abbauwege von Chinolin und Chinolinderivaten. a) Anthranilsäure-Abbauweg: Abbau von Chinaldin 1 durch
Arthrobacter sp. Rü 61 a[22] und Abbau von 1H-4-Oxochinolin 7 durch Pseudomonas putida 33/1.[23] b) 5,6-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-Abbauweg: Abbau
von Chinolin 10 und 3-Methylchinolin 11 durch Comamonas testosteroni 63.[24] c) 7,8-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-Abbauweg: Abbau von 4-Methylchinolin
22 durch Pseudomonas putida K1.[26] d) 8-Hydroxycumarin-Abbauweg: Abbau von Chinolin 10 durch Pseudomonas putida 86,[21] Pseudomonas
fluorescens 3,[21] Pseudomonas stutzeri und Pseudomonas pseudoalcaligenes.[32]
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Schema 2. 1H-2-Oxochinolin-8-Monooxygenase, ein Zwei-Komponenten-
system aus Pseudomonas putida 86, katalysiert die Hydroxylierung von
12.[33]

Trotz unseres Wissens über eine Reihe von Abbauwegen ist
es derzeit nicht möglich, vorherzusagen, auf welchem Weg ein
Bakterienstamm ein bestimmtes Chinolinderivat abbaut. Bei
Comonomas testosteroni 63 werden Chinolin 10 und 3-Me-
thylchinolin 11 auf die gleiche Weise (Abschnitt 2.3) und
vermutlich auch vom gleichen Satz kataboler Enzyme abge-
baut.[25] Pseudomonas sp. K 1 hingegen verwertet 4-Methyl-
chinolin 22 über den 7,8-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-Weg,
Chinolin 10 aber über den 5,6-Dihydroxy-1H-2-oxochinolin-
Weg. Das ist ein Hinweis darauf, daû bei diesem Stamm jedes
Substrat die Expression eines anderen Satzes kataboler
Enzyme induziert.[26] Unsubstituiertes Chinolin 10 ist je nach
Bakterienstamm prinzipiell auf drei Wegen abbaubar (siehe
Abschnitte 2.3 ± 2.5).

Vorschläge für Abbauwege, die sich zunächst vor allem auf
die Isolierung und Charakterisierung von Metaboliten stüt-
zen, sollten lediglich als Arbeitshypothesen angesehen wer-
den, die noch durch den Nachweis und die Charakterisierung
der Enzyme, die die einzelnen Schritte katalysieren, erhärtet
werden müssen. Um die vermuteten Umsetzungen zu bestä-
tigen und einen tieferen Einblick in die Mechanismen
enzymkatalysierter Reaktionen zu erhalten, konzentrierten
sich unsere Untersuchungen auf die Charakterisierung einiger
kataboler Enzyme. Die Strukturen und die katalytischen
Eigenschaften der Enzymproteine und in einigen Fällen auch
die Nucleotidsequenz der für die Abbauenzyme kodierenden
Gene wurden bestimmt und verglichen.

3. Dioxygenasen katalysieren die Ringöffnung beim
bakteriellen Abbau von Heterocyclen

Die Ringöffnung ist der entscheidende Schritt beim mikro-
biellen Abbau von Arenen und Heterocyclen. Beim aeroben
bakteriellen Abbau von Benzolderivaten werden im allge-
meinen zwei Hydroxygruppen eingeführt, die entweder in
ortho- oder in para-Stellung zueinander stehen. Bei der
Spaltung durch eine Dioxygenase entstehen aliphatische
Verbindungen als Zwischenprodukte (Schema 3). Gentisin-
säure-1,2-Dioxygenase und die ¹Intradiolª- und ¹Extradiolª-
Enzyme, die die ortho- bzw. meta-Spaltung von Brenzcate-
chin-ähnlichen Verbindungen katalysieren, sind gut charak-
terisierte Nicht-Häm-Eisen-Dioxygenasen.[34, 35] Dagegen ist
über die meisten Enzyme, die die Spaltung von Heterocyclen
katalysieren, nur wenig bekannt. An Spaltungen von Hetero-
cyclen sind sehr verschiedene Enzymtypen beteiligt: Die l-
Tryptophan-2,3-Dioxygenasen (Schema 4a) einiger Bakterien-

Schema 3. Dioxygenase-katalysierte Spaltungen von Arenen. b), c):
¹orthoª-Spaltungen; d) ± f): ¹metaª-Spaltungen. Katalyse durch a) Genti-
sinsäure-1,2-Dioxygenase, b) Brenzcatechin-1,2-Dioxygenase, c) Protoca-
techusäure-3,4-Dioxygenase, d) Brenzcatechin-2,3-Dioxygenase, e) Proto-
catechusäure-2,3-Dioxygenase, f) Protocatechusäure-4,5-Dioxygenase.

stämme sind Häm-haltige Enzyme,[34] 2-Methyl-3-hydroxypy-
ridin-5-carbonsäure-Oxygenase (Schema 4 b) ist eine
NAD(P)H-abhängige, FAD-haltige Dioxygenase.[36] Die 3,4-
Dihydroxypyridin-Dioxygenase aus Agrobacterium sp. kata-
lysiert vermutlich eine meta-Spaltung, bei der 3-(N-Formyl)-
formiminobrenztraubensäure entsteht, deren Hydrolyse die
nachgewiesenen Produkte Ameisensäure und 3-Formimino-
brenztraubensäure liefern würde (Schema 4 c).[37] Malein-
säuremonoimid und Ameisensäure wurden als Hydrolysepro-
dukte bei einer analogen Reaktion identifiziert, die von 2,5-
Dihydroxypyridin-Dioxygenasen mehrerer Stämme kataly-
siert wird (Schema 4 d).[38] Diese Enzyme, die für ihre Aktivi-
tät neben Fe2� einen Thiolgruppen-Donor wie Dithiothreit,
Cystein oder Glutathion benötigen, konnten wegen ihrer
Instabilität allerdings nicht eingehend charakterisiert werden.

Im Anthranilsäure-Weg entdeckten wir beim Abbau von
Chinaldin 1 und 1H-4-Oxochinolin 7 eine ungewöhnliche
Ringöffnung des N-Heterocyclus: Zwei C-C-Bindungen wer-
den unter Freisetzung von Kohlenmonoxid gespalten (Sche-
ma 1 a). Kohlenmonoxid-bildende Enzyme sind selten. Schon
seit einiger Zeit ist das mikrosomale Häm-Monooxygenase-
System aus Säugern bekannt, das aus Eisen-Protoporphyrin
IX in Gegenwart von NADPH und molekularem Sauerstoff
Kohlenmonoxid und Biliverdin IXa bildet.[39] Es gibt aber
auch zwei Enzyme, die wie die prokaryotischen 2,4-Dioxy-
genasen des Anthranilsäure-Wegs die oxidative Spaltung
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Schema 4. Reaktionen, die durch N-Heterocyclen spaltende Dioxygena-
sen katalysiert werden. Katalyse durch a) Tryptophan-2,3-Dioxygenase,
b) 2-Methyl-3-hydroxypyridin-5-carbonsäure-Oxygenase, c) 3,4-Dihydroxy-
pyridin-Dioxygenase, d) 2,5-Dihydroxypyridin-Dioxygenase.

zweier C-C-Bindungen unter Freisetzung von CO katalysie-
ren: die eukaryotische Flavonol-2,4-Dioxygenase aus Asper-
gillus flavus[40, 41] und die prokaryotische Aci-redukton-Oxi-
dase (CO-bildend) aus Klebsiella pneumoniae.[42, 43] Diese ist
am Biosyntheseweg der Methionin-Rückgewinnung beteiligt
und katalysiert die 1,3-Dioxygenolyse des 1,2-Dihydroxy-3-
oxo-5-methylsulfanylpenten-Anions 32 zu S-Methylthiopro-
pionsäure, CO und Ameisensäure. Die Substrate dieser
Dioxygenasen weisen strukturelle Gemeinsamkeiten auf:
Alle haben eine Doppelbindung zwischen C2 und C3 (C1
und C2), eine Hydroxygruppe an C3 (C2) sowie eine
Carbonylgruppe an C4 (C3) (Schema 5).

Schema 5. Organische Substrate von Dioxygenasen, die die Spaltung von
zwei C-C-Bindungen unter Freisetzung von CO katalysieren. 3 und 8 :
Substrate der 1H-3-Hydroxy-4-oxochinaldin-2,4-Dioxygenase bzw. der 1H-
3-Hydroxy-4-oxochinolin-2,4-Dioxygenase.[44, 45] 31: Substrat der Flavonol-
2,4-Dioxygenase.[40, 41] 32 : Substrat der Aci-redukton-Oxidase.[42, 43]

Die bakteriellen CO-bildenden Dioxygenasen, die beim
Abbau von Chinaldin 1 und 1H-4-Oxochinolin 7 die Spaltung
des Heterocyclus katalysieren, sind kleine, monomere Pro-
teine, die ihr Substrat in Gegenwart von O2 spalten, ohne
zusätzlich ein Cosubstrat oder ein Metallion zu benötigen.

Versuche, die in einer Atmosphäre aus isotopenmarkiertem
Sauerstoff (je 50 % 18O2 und 16O2) durchgeführt wurden,
ergaben, daû in die C2- und C4-Position des Substrats stets
zwei Sauerstoffatome eingebaut wurden, die beide entweder
aus 18O2 oder aus 16O2 stammten. Somit ist bewiesen, daû es
sich bei diesen ungewöhnlichen Enzymen tatsächlich um 2,4-
Dioxygenasen handelt.[44, 45]

Die Flavonol-2,4-Dioxygenase (Quercetinase) katalysiert
die analoge 2,4-dioxygenolytische CO-Freisetzung aus dem
O-heterocyclischen Flavonol Quercetin 31. Das Enzym soll
pro Molekül zwei CuII-Atome enthalten.[40] Stabile CuII-
Komplexe von Flavonolen, die vermutlich durch Koordina-
tion der 3-Hydroxy- und 4-Carbonylgruppe an das Cu-Ion
gebildet werden, sind bekannt. Die durch CuII-Flavonolat
katalysierte Oxygenierung von Flavonolen führt in guter
Ausbeute ausschlieûlich zu den Produkten der Quercetinase-
Reaktion und wird daher als Modellreaktion für die enzyma-
tisch katalysierte Umsetzung angesehen. Bei dieser Reaktion
soll der einkernige CuII-Cofaktor das Substrat Flavonol für
den Angriff von molekularem Sauerstoff durch Bildung eines
CuII-Komplexes aktivieren.[46]

Auch die basenkatalysierte Autoxidation der Flavonole ist
ein nichtenzymatisches Modell für die Reaktion der Flavonol-
2,4-Dioxygenase: 3-Hydroxyflavone unterliegen der basen-
katalysierten Oxygenolyse, wenn ihre 3-Hydroxygruppe de-
protoniert vorliegt und ihre Carbonylfunktion an C4 fixiert
ist. Dabei entstehen die entsprechenden Depside (phenoli-
sche Carbonsäureester) und Kohlenmonoxid in sehr guter
Ausbeute.[47] O2 scheint in die deprotonierte Form des
Flavonols eingebaut zu werden, wobei ein Peroxy-Zwischen-
produkt entsteht, aus dem nach intramolekularem nucleo-
philem Angriff ein Endoperoxid gebildet wird (Schema 6).

Schema 6. Vorgeschlagener Mechanismus der basenkatalysierten, dioxy-
genolytischen Spaltung des Anions von Quercetin 31, bei der CO frei-
gesetzt wird.[47]

Eine entsprechende Depsidbildung findet auch mit dem
Katalysator [CoII(salen)] statt (salen�N,N'-Bis(salicyliden)-
ethylen).[48] Katalytisch aktive Cobalt-Sauerstoff-Komplexe
wirken eher wie eine Base und nicht wie ein Oxidationsmittel.
Auf der Grundlage von basenkatalysierten Modellreaktionen
wurde für die Flavonol-2,4-Dioxygenase-Reaktion ein direk-
ter ionischer Mechanismus vorgeschlagen.[47,48]

Die basenkatalysierte chemische Dioxygenierung ermög-
lichte die Aufstellung eines ähnlichen, nichtenzymatischen
Modells für die Reaktion der 2,4-Dioxygenasen, die N-
Heterocyclen spalten: 1H-3-Hydroxy-4-oxochinaldin 3 und
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1H-3-Hydroxy-4-oxochinolin 8 reagieren im aprotischen Lö-
sungsmittel N,N-Dimethylformamid in Gegenwart von Kali-
um-tert-butoxid mit molekularem Sauerstoff. Dabei werden
aus 3 Kohlenmonoxid, N-Acetylanthranilsäure 4 und Anthra-
nilsäure 5 (durch Hydrolyse von 4) gebildet (Schema 7).

Schema 7. Basenkatalysierte Dioxygenolyse von 1H-3-Hydroxy-4-oxochin-
aldin 3.[45]

Entsprechend wurde nach der basenkatalysierten, dioxyge-
nolytischen Decarbonylierung von 8 als Hydrolyseprodukt
Anthranilsäure 5 identifiziert. Unter anaeroben Bedingungen
konnten sowohl 3 als auch 8 nach Neutralisieren der Proben
unverändert und vollständig wiedergewonnen werden. Unter
Basenkatalyse wird demnach die enzymkatalysierte 2,4-di-
oxygenolytische Decarbonylierung der N-heterocyclischen
Verbindungen 3 und 8 nachgeahmt.[45] Im Unterschied zu
Quercetinase, bei der CuII als Base wirken könnte, enthält die
1H-3-Hydroxy-4-oxochinolin- und die 1H-3-Hydroxy-4-oxo-
chinaldin-Dioxygenase weder ein Metallion noch einen anderen
Cofaktor. Allerdings könnte die funktionelle Gruppe eines
Aminosäurerestes eine Basenkatalyse bewirken. Die Amino-
säurereste, die im katalytischen Zentrum die N-heterocycli-
schen Substrate für den Angriff des molekularen Sauerstoffs
aktivieren, sind aber noch nicht identifiziert worden.[45]

Kürzlich wurde über die Eigenschaften des 1,3-Dioxyge-
nolyse-Enzyms Aci-redukton-Oxidase aus Klebsiella pneu-
moniae berichtet.[43] Ebenso wie die 2,4-Dioxygenasen des
Anthranilsäure-Abbauweges von Chinaldin 1 und 1H-4-
Oxochinolin 7 scheint auch dieses Enzym weder einen
Chromophor noch ein Metallion als Cofaktor zu enthalten.
Die Autoren schlagen hier einen dem Mechanismus der
Quercetinase ähnlichen Reaktionsmechanismus vor, der mit
der Bildung eines Substratanions und der Anlagerung von O2

an C1 des tautomeren Carbanions beginnt. Die dabei
entstandene Peroxygruppe könnte dann nucleophil an der
C3-Carbonylgruppe angreifen unter Bildung eines Endoper-
oxids als labiles Zwischenprodukt (Schema 8 a). Noch ist nicht
bekannt, ob bei dem Dioxygenase-katalysierten Sauerstoff-
einbau in das Substratanion Radikalanionen als Zwischen-
produkte entstehen, wie für die Oxygenierung anderer
Carbanionen beschrieben wurde.[49] Wray und Abeles[43]

schlugen für die Bildung des Peroxyanions einen schrittwei-
sen Einelektronenübergang vom Carbanion zu molekularem
Sauerstoff vor. Nach Nishinaga et al.[47, 50] könnte bei basen-
katalysierten Oxygenierungen für die Reaktion des Carb-
anions mit molekularem Sauerstoff auch ein direkter ioni-
scher Mechanismus ohne eine Kettenreaktion mit freien
Radikalen in Frage kommen. In Schema 8 b sind die hypo-
thetischen Mechanismen der 2,4-dioxygenolytischen CO-
Bildung aus 3 und 8 zusammengefaût. Zur Aufklärung des
Mechanismus der Dioxygenase-katalysierten oxidativen Spal-
tung zweier C-C-Bindungen unter Freisetzung von CO sind
noch weitere Untersuchungen nötig.

4. Molybdänhaltige Enzyme

4.1. Die Pterin-Molybdän-Cofaktoren

Im allgemeinen bestimmte die Anwesenheit von Molyb-
datspuren im Kulturmedium, ob Bakterien Chinolin 10 oder
dessen Derivate nutzen konnten oder nicht. Das Wachstum
der Bakterienstämme auf dem jeweils ersten Zwischenpro-
dukt des entsprechenden Abbauwegs, d. h. auf den 1H-2-Oxo-
oder 1H-4-Oxo-chinolinderivaten (Schema 1 a ± d), wurde
dagegen durch Molybdat nicht beeinfluût. Dies war ein
Hinweis auf die Rolle, die dem Spurenelement Molybdän
bei der ersten Hydroxylierung an C2 oder C4 der Chinolin-
derivate möglicherweise zukommt. Molybdän ist essentiell an
den biogeochemischen Stickstoff-, Schwefel- und Kohlen-
stoffcyclen beteiligt. In Enzymen kommt Molybdän als Teil
redoxaktiver Cofaktoren vor. Eingehend untersucht sind die
molybdänhaltigen Nitrogenasen, die ausschlieûlich von Pro-
karyoten synthetisiert werden. Das ¹MoFe-Proteinª der
Nitrogenase enthält den Eisen-Molybdän-Cofaktor (FeMo-
Co), in dem Molybdän Bestandteil eines ungewöhnlichen
Eisen-Molybdän-Schwefel-Clusters ist.[51] Am FeMoCo wird
atmosphärischer Stickstoff zu Ammoniak reduziert ± das
¹Haber-Bosch-Verfahrenª der Natur.

Mit Ausnahme der Nitrogenase enthalten alle anderen
bisher beschriebenen Molybdoenzyme einen Pterin-Molyb-
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Schema 8. Vorgeschlagene Mechanismen der Dioxygenase-katalysierten
CO-Bildung a) für die Aci-redukton-Oxidase aus Klebsiella pneumoniae,[43]

b) für die 1H-3-Hydroxy-4-oxochinolin-2,4-Dioxygenase aus Pseudomonas
putida (R�H) und die 1H-3-Hydroxy-4-oxochinaldin-2,4-Dioxygenase
aus Arthrobacter sp. Rü 61a (R�CH3).[45]
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dän-Cofaktor. Bei allen durch Enzyme mit diesem Cofaktor
katalysierten Reaktionen wird ein Sauerstoffatom in einer
Zwei-Elektronen-Redoxreaktion auf das Substrat übertragen
oder vom Substrat abstrahiert. Zu dieser groûen Enzymfa-
milie gehören z. B. Nitrat-Reduktase, Sulfit-Oxidase, Amei-
sensäure-Dehydrogenase, Kohlenmonoxid-Oxidoreduktase,
Arsenit-Oxidase sowie molybdänhaltige Hydroxylasen pro-
und eukaryotischer Herkunft wie Aldehyd-Oxidoreduktasen,
Purin-Hydroxylase und Xanthin-Dehydrogenase/Oxida-
se.[52±55] Viele bakterielle Enzyme, die Hydroxylierungen an
Pyridincarbonsäuren, Chinolinderivaten und anderen Hete-
rocyclen katalysieren (Abschnitt 4.2), sind ebenfalls molyb-
dänhaltige Hydroxylasen.

Hydroxylierungen sind im Metabolismus aller lebenden
Organismen weit verbreitet. Die meisten hydroxylierenden
Enzyme wie Mono- und Dioxygenasen führen ein Sauerstoff-
atom aus dem Luftsauerstoff in das Substrat ein. Bei diesen
Reaktionen werden Reduktionsäquivalente verbraucht. Da-
gegen verwenden molybdänhaltige Enzyme Wasser als Sauer-
stoffquelle. Hierbei werden Reduktionsäquivalente gebildet,
wie aus Gleichung (1) hervorgeht. Der Pterin-Molybdän-

RH�H2O!ROH� 2 eÿ�2 H� (1)

Cofaktor der Hydroxylasen enthält Molybdän komplex ge-
bunden als Molybdopterin oder Molybdopterin-Dinucleotid.
Im Unterschied zu anderen organischen Cofaktoren sind die
von ihrem Protein getrennten Pterin-Cofaktoren instabil.
Daher waren klassische Versuche wie die Rekonstitution der
Enzymaktivität nach Zugabe des isolierten Cofaktors zum
Protein nicht möglich. Die Strukturaufklärung der Mo-
lybdän-Cofaktoren wurde vor allem dadurch erschwert, daû
diese Cofaktoren sofort nach der Abtrennung vom En-
zymprotein in zahlreiche fluoreszierende Oxidations-
produkte zerfallen.

1940 isolierte Koschara aus 1000 L(!) menschlichen Urins
äuûerst geringe Mengen einer schwefelhaltigen Verbindung,
die er Urothion nannte.[56] Damals konnte er nicht ahnen, daû
er das Stoffwechselendprodukt des Pterin-Molybdän-Cofak-
tors entdeckt hatte. Nahezu dreiûig Jahre später wiederholten
Goto et al. die mühevolle Prozedur.[57] Ihnen gelang die
Strukturbestimmung von Urothion 33, seine Herkunft blieb
allerdings weiterhin rätselhaft. Erst 1982 erkannten Johnson
und Rajagopalan den Zusammenhang zwischen dem Pterin-
Molybdän-Cofaktor 37 und Urothion 33 (Schema 9).[58] Aus
den Strukturen von Urothion 33 und zwei weiteren fluores-
zierenden Abbauprodukten des Cofaktors, die sie als ¹Form
Aª 34 und ¹Form Bª 35 bezeichneten, leiteten sie ein
Strukturmodell für den Pterin-Molybdän-Cofaktor 37 ab,
das durch Charakterisierung des alkylierten Derivats Bis(carb-
oxamidomethyl)-molybdopterin (camMPT) 36 bestätigt
wurde.[58, 59]

Die Herstellung alkylierter Derivate des Pterin-Molybdän-
Cofaktors war ein wichtiger Fortschritt, da sie die Entdeckung
der Molybdopterin-Dinucleotide ermöglichte. Diese waren
bis dahin unerkannt geblieben, da es üblich war, das
Vorhandensein des Pterin-Molybdän-Cofaktors in einem
Enzym durch Überführen in ¹Form Aª 34 oder ¹Form Bª
35 zu demonstrieren. Die dazu erforderlichen drastischen

Schema 9. Einige Pterin-Molybdän-Cofaktoren und verwandte Verbin-
dungen.[59] R�O, S, Se.

Bedingungen führen zur Spaltung von Pyrophosphatbrücken,
so daû immer 34 oder 35 entstand ± unabhängig davon, ob
primär Molybdopterin oder ein Molybdopterin-Dinucleotid
vorgelegen hatte. Der direkte Beweis für die Existenz einer
Dinucleotid-Variante des Pterin-Molybdän-Cofaktors gelang
1990, als ein alkyliertes Cofaktorderivat aus der Dimethyl-
sulfoxid-Reduktase von Rhodobacter sphaeroides isoliert
wurde, das nach Behandeln mit Pyrophosphatase in camMPT
36 und Guanosinmonophosphat (GMP) zerfiel.[60] Damit war
bewiesen, daû Molybdopterin-Guanin-Dinucleotid (MGD)
der organische Teil des Pterin-Molybdän-Cofaktors ist. Wenig
später fand man Molybdopterin-Cytosin-Dinucleotid (MCD)
in der Kohlenmonoxid-Dehydrogenase von Pseudomonas
carboxydoflava.[61] Inzwischen wurden MGD und MCD in
zahlreichen molybdänhaltigen Enzymen nachgewiesen. Im
allgemeinen liegt in Enzymen mit einem Pterin-Molybdän-
Cofaktor nur Molybdopterin, nur MCD oder nur MGD vor;
der Cofaktor der Formylmethanofuran-Dehydrogenase aus
Methanobacterium thermoautotrophicum enthält aber neben
MGD auch die Purin-Dinucleotide Molybdopterin-Adenin-Di-
nucleotid und Molybdopterin-Hypoxanthin-Dinucleotid.[62]

Groûe Fortschritte bei der Aufklärung struktureller Be-
sonderheiten der Pterin-Molybdän-Cofaktoren brachten die
Röntgenstrukturanalysen an Kristallen der Aldehyd-Ferre-
doxin-Oxidoreduktase aus Pyrococcus furiosus (einem hyper-
thermophilen Archaeon),[63] der Aldehyd-Oxidoreduktase
des Sulfat-Reduzierers Desulfovibrio gigas[64] und der Dime-
thylsulfoxid-Reduktase der phototrophen Bakterien Rhodo-
bacter sphaeroides und Rhodobacter capsulatus.[65] Die Alde-
hyd-Ferredoxin-Oxidoreduktase aus Pyrococcus furiosus be-
steht aus zwei identischen Untereinheiten, von denen jede
einen [4Fe-4S]-Cluster und einen dem Pterin-Molybdän-
Cofaktor analogen Wolfram-Cofaktor enthält. In jeder Unter-
einheit des Enzyms sind zwei Pterinmoleküle über ihre
Phosphatgruppen, die axial an ein Magnesiumion koordinie-
ren, miteinander verbunden. Beide Pterinmoleküle komple-
xieren mit insgesamt vier Schwefeldonoren ein Wolframzen-
trum; Proteinliganden sind hingegen nicht an das Wolfram-
zentrum koordiniert. Das Pterinsystem ist modifiziert: Durch
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Ringschluû zwischen der OH-Gruppe der Seitenkette und C7
der Pterineinheit entsteht ein dritter anellierter Ring
(Schema 10). Diese Bis(molybdopterin)verbindung 38 führte

Schema 10. Strukturmodelle für die Pterin-Molybdän-Cofaktor-Varianten
nach Chan et al.[63]

zu der Vermutung, daû in den Dinucleotid-Formen des
Pterin-Molybdän-Cofaktors bereits ein Molekül Pterin-Dinu-
cleotid genügt, um Molybdän zu komplexieren. Das zweite
Pterinmolekül könnte durch das Nucleotid ersetzt werden,
wenn zur Metallbindung nicht die Schwefelatome der Dithio-
leneinheit, sondern die Hydroxysauerstoffatome der Ribose
genutzt werden.[63]

Die Aldehyd-Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas ist
ein homodimeres Enzym. Es enthält in jeder Untereinheit
zwei verschiedene [2Fe-2S]-Cluster sowie MCD als Dinuc-

leotidform des Pterin-Molybdän-Cofaktors. Die Aminosäu-
resequenz dieser Aldehyd-Oxidoreduktase weist keine Ho-
mologie zum oben beschriebenen Wolframprotein Aldehyd-
Ferredoxin-Oxidoreduktase aus Pyrococcus furiosus auf.
Analog zu 38 enthält der Cofaktor, 39, eine tricyclische
Einheit. Das Molybdän(vi)-Zentrum, das in der oxidierten
Form des Enzyms vorliegt, wird fünfzähnig durch zwei
Schwefelatome der Dithioleneinheit und drei Sauerstoffdo-
noren koordiniert, die als zwei Oxoliganden und ein Aqua-
ligand identifiziert wurden.[64] Dieser Strukturvorschlag [64]

unterscheidet sich allerdings von dem von Chan et al.,[63] die
eine Beteiligung der OH-Gruppen des Zuckers an der
Molybdänbindung postuliert hatten.

Die Röntgenstrukturanalyse der kristallisierten Aldehyd-
Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas ermöglichte einen
Einblick in einige mechanistische Besonderheiten der Alde-
hyd-Oxidation und der internen Elektronenübertragung. Das
auf das Substrat übertragene Sauerstoffatom stammt entwe-
der aus dem Wassermolekül, das dem Molybdän am nächsten
ist, oder es ist ein an das Molydänatom gebundenes Donor-
atom. Diese Möglichkeit der Übertragung dieses Donoratoms
wurde von Hille et al. schon vor einiger Zeit für die Xanthin-
Oxidase-Reaktion vorgeschlagen.[55] Nach diesem Modell
geht das leicht ablösbare Sauerstoffatom der Mo�O-Gruppe
in jedem Katalysecyclus auf das Substrat über. Da das im
Produkt eingebaute Sauerstoffatom aus Wasser stammt, muû
die Oxogruppe des Molybdäns aus dem Lösungsmittel
regeneriert werden.

Daher wurde vorgeschlagen, daû bei dieser Reaktion
zunächst ein Proton vom Xanthin abstrahiert wird und das
gebildete Carbanion an der Mo�O-Gruppe angreift (Sche-
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Schema 11. Modelle für die Katalyse der Xanthin-Oxidase-Reaktion. a) Oxo-
transfer-Mechanismus nach Hille et al. ,[55] P�Produkt. b) Mechanismus der
Sauerstoffatom-Einführung nach Howes et al.[66]
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ma 11 a).[55] Neuere kinetische sowie 17O- und 13C-Elektron-
Kern-Doppelresonanz(ENDOR)-spektroskopische Untersu-
chungen wiesen allerdings auf eine Molybdän-Kohlenstoff-
Bindung während der katalytischen Reaktion der Xanthin-
Oxidase hin. Diese Ergebnisse und Strukturanalysen der
Aldehyd-Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas führten zu
einem alternativen Vorschlag für den Mechanismus, bei dem
anstelle der direkten Beteiligung des Oxo-Liganden die
Übertragung eines Molybdän-gebundenen Wassermoleküls
auf das Substrat angenommen wird.[66] Das Katalysemodell
für die Xanthin-Oxidase-Reaktion wird daher nicht als
¹Oxotransferª, sondern als ¹Sauerstoffatom-Einführungª
bezeichnet. Dabei wird das Substrat formal an die Mo�S-
Doppelbindung des katalytischen Zentrums der Xanthin-
Oxidase addiert. Daraufhin greift ein ¹verborgenesª Wasser-
molekül (aus der Nähe des Molybdänzentrums oder evtl.
dessen Ligand) das Molybdän-gebundene Kohlenstoffatom
des Substrats an (Schema 11 b). Das in das Produkt Harnsäure
eingebaute Sauerstoffatom stammt also aus diesem Wasser-
molekül und nicht aus der Oxo-Gruppe. In diesem Modell
kommt dem Oxo-Molybdän-Liganden somit keine aktive
Rolle bei der Reaktion zu.[66]

Strukturdaten der Dimethylsulfoxid-Reduktase von Rho-
dobacter sphaeroides ergaben, daû dieses Protein zu einer
anderen Gruppe Pterin-Molybdän-Cofaktor-haltiger Enzyme
gehört. Es ähnelt weder der Aldehyd-Ferredoxin-Oxidore-
duktase aus Pyrococcus furiosus noch der oben beschriebenen
Aldehyd-Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas. Die mono-
mere Rhodobacter-Dimethylsulfoxid-Reduktase enthält zwei
MGD-Einheiten, die das Molybdänatom über die Dithiolen-
einheiten asymmetrisch koordinieren. Ein Sauerstoffdonor
aus der Seitenkette eines Serinrestes des Proteins komplexiert
das Metallion zusätzlich.[65]

In bezug auf das Molybdänzentrum im Pterin-Molybdän-
Cofaktor lassen sich die Enzyme in drei Hauptklassen ein-
teilen (Schema 12):[65] Zum einen gibt es Enzyme mit einem

Schema 12. Molybdän(vi)-Zentren in Enzymen mit einem Pterin-Molyb-
dän-Cofaktor.[65] a) Monooxo-Monosulfido-Typ, b) Monooxo-Monosele-
nido-Typ, c) Dioxo-Typ, d) Monooxo-Typ; R�Serin, Cystein, Selenocystein.

Molybdänzentrum des Monooxo-Monosulfido-Typs, als de-
ren Prototyp die Xanthin-Oxidase gilt. Auch die Aldehyd-
Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas gehört in diese
Enzymgruppe, die häufig als ¹Xanthin-Oxidase-Familieª
bezeichnet wird. Xanthin-Dehydrogenase und Nicotinsäure-
Dehydrogenase aus einigen anaeroben Bakterien bilden eine
Untergruppe, da sie offensichtlich, wie für die Nicotinsäure-
Hydroxylase aus Clostridium barkeri nachgewiesen, ein Mo-
nooxo-Monoselenido-Molybdän-Zentrum enthalten.[67] Die
zweite Enzymgruppe wird durch die Sulfitoxidase repräsen-
tiert, die über ein Molybdänzentrum vom Dioxo-Typ verfügt.

Die dritte Enzymgruppe, für die die Dimethylsulfoxid-
Reduktase repräsentativ ist, hat ein Molybdänzentrum vom

Monooxo-Typ sowie einen Proteinliganden am Molybdän-
atom. Dieser kann wie bei der oben beschriebenen Di-
methylsulfoxid-Reduktase aus Rhodobacter sphaeroides ein
Serinrest sein, ein Cysteinrest oder auch ein Selenocysteinrest
wie bei der Formiat-Dehydrogenase H aus Escherichia coli.[68]

Die molybdänhaltigen Hydroxylasen, die eine Hydroxylie-
rung in Nachbarstellung zum Heteroatom oder an C4 des
Chinolinrings katalysieren, sind der ersten Enzymgruppe,
der ¹Xanthin-Oxidase-Familieª, zuzurechnen. Alle von un-
serer Arbeitsgruppe charakterisierten Enzyme enthielten
Molybdopterin-Cytosin-Dinucleotid (MCD), ihr Molybdän-
zentrum gehörte zum Monooxo-Monosulfido-Typ.[69±75]

4.2. Molybdänhaltige Hydroxylasen im bakteriellen
Abbau von Chinolin und seinen Derivaten

4.2.1. Biochemie

4.2.1.1. Strukturelle Eigenschaften

Bei ersten Untersuchungen zum Chinolinabbau durch
Pseudomonas putida 86 erkannten wir, daû die Biotransfor-
mation von Chinolin 10 zu 1H-2-Oxochinolin 12 molybdän-
abhängig ist (siehe Abschnitt 4.1).[76] Da die molybdänabhän-
gigen eukaryotischen Xanthin-Oxidasen über eine ziemlich
breite Substratspezifität verfügen und daher auch viele N-
heterocyclische Verbindungen hydroxylieren,[77] vermuteten
wir zunächst, daû eine bakterielle Xanthin-Dehydrogenase
am Chinolinabbau beteiligt ist. Diese Hypothese wurde aber
widerlegt, als in Pseudomonas putida 86 zwei molybdänhal-
tige Hydroxylasen entdeckt wurden: Die gereinigte Xanthin-
Dehydrogenase dieses Stammes bestand aus zwei verschie-
denen, in einer a4b4-Struktur angeordneten Untereinheiten,
während die Chinolin-2-Oxidoreduktase dieses Stammes ein
heterotrimeres Protein (a2b2g2) war. Beide Enzyme enthalten
FAD und [2Fe-2S]-Zentren, unterscheiden sich aber im
organischen Teil ihres Pterin-Molybdän-Cofaktors: Xanthin-
Dehydrogenase enthält Molybdopterin (MPT), die Chinolin-
2-Oxidoreduktase dagegen Molybdopterin-Cytosin-Dinu-
cleotid (MCD).[69, 78, 79] Die Enzyme unterscheiden sich in
ihren Substratspezifitäten: Die Xanthin-Dehydrogenase setzt
kein Chinolin 10 um, die Chinolin-2-oxidoreduktase hingegen
kein Xanthin und Hypoxanthin. Chinazolin (1,3-Benzodiazin)
46 wird als einziges Substrat sowohl von der Chinolin-2-
Oxidoreduktase als auch von der Xanthin-Dehydrogenase
hydroxyliert.

Chinolin-2-Oxidoreduktasen katalysieren die Umsetzung
von Chinolin 10 zu 1H-2-Oxochinolin 12. Sie wurden nicht nur
aus Pseudomonas putida 86, sondern auch aus Rhodococ-
cus sp. B 1 und Comamonas testosteroni 63 isoliert.[25, 70, 76, 79]

Alle drei Enzyme sind kompliziert gebaute Molybdo-Eisen-
Schwefel-Flavoproteine. Die enzymatische Reaktion läuft in
vitro nur in Gegenwart eines künstlichen Elektronenacceptors
ab; der physiologische Elektronenacceptor für die Chinolin-2-
Oxidoreduktasen wurde bislang noch nicht identifiziert.

Über den bakteriellen Katabolismus von Isochinolin gibt es
anders als über den von Chinolin 10 nur wenige Veröffentli-
chungen. Einige Bakterienstämme, die Isochinolin als einzige
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Kohlenstoff- und Energiequelle nutzen, wurden beschrie-
ben.[80] Diese Stämme scheinen zuerst Isochinolin zu 2H-1-
Oxoisochinolin umzusetzen. Die vollständigen Abbauwege,
die bei Brevundimonas diminuta 7 über Phthalsäure und
Protocatechusäure verlaufen könnten,[81] müssen aber noch
aufgeklärt werden. Isochinolin-1-Oxidoreduktase katalysiert
die Hydroxylierung an C1 von Isochinolin. Dabei wird ein
Elektronenacceptor reduziert. Das native Enzym, das aus
Brevundimonas diminuta 7 erhalten wurde,[75] ist ein hetero-
dimeres Molybdo-Eisen-Schwefel-Protein ohne Flavin-Co-
faktor.

Die Chinaldin-4-Oxidase aus dem Gram-positiven Bakte-
rium Arthrobacter sp. Rü61 a katalysiert den ersten Schritt
des Abbaus von Chinaldin 1 (Schema 1 a).[22] Dieses wird
dabei unter Reduktion eines Elektronenacceptors zu 1H-4-
Oxochinaldin 2 umgesetzt. Das Enzym kann als Oxidase oder
Dehydrogenase wirken, der physiologische Elektronenaccep-
tor ist vermutlich Sauerstoff.[72] Auch bei zwei Chinaldinsäure-
4-Oxidoreduktasen wurden Hydroxylierungen in 4-Stellung
des N-Heterocyclus beschrieben.[74, 82]

Viele bakterielle molybdänhaltige Hydroxylasen, die den
nucleophilen Angriff auf einen N-Heterocyclus entweder in 2-
oder in 4-Stellung zum N-Heteroatom katalysieren, sind
Molybdo-Eisen-Schwefel-Flavoproteine. Im einzelnen sind
dies Xanthin-Dehydrogenasen,[78, 83] Nicotinsäure- und 6-Hy-
droxynicotinsäure-Dehydrogenase aus Bacillus niacini,[84] Iso-
nicotinsäure-Dehydrogenase aus Mycobacterium sp. INA 1,[85]

Nicotin-Dehydrogenase aus Arthrobacter oxidans,[86] Chino-
lin-2-Oxidoreduktasen,[25, 70, 76, 79] Chinaldin-4-Oxidase aus
Arthrobacter sp. Rü61 a,[71, 72] Chinolin-4-carbonsäure-2-Oxi-
doreduktase aus Agrobacterium sp. 1 B[73] und Chinaldinsäu-
re-4-Oxidoreduktase aus Pseudomonas sp. AK-2.[74] Diese
prokaryotischen Enzyme enthalten einen Pterin-Molybdän-
Cofaktor, Eisen-Schwefel-Zentren und FAD; sie sind wahr-
scheinlich mit den eukaryotischen molybdänhaltigen Hydro-
xylasen Aldehyd-Oxidase und Xanthin-Oxidase verwandt.
Aber auch prokaryotische molybdänhaltige Hydroxylasen
ohne Flavin-Cofaktor kommen vor, z. B. die heterodimeren
Enzyme Chinaldinsäure-4-Oxidoreduktase aus Serratia mar-
cescens 2 CC-1 und die bereits erwähnte Isochinolin-1-Oxido-
reduktase aus Brevundimonas diminuta 7.[82, 75] In diese Unter-
gruppe der Molybdo-Eisen-Schwefel-Proteine gehört auch
die in Abschnitt 4.1 besprochene homodimere Aldehyd-
Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas.

In Tabelle 1 sind die am bakteriellen Katabolismus von
Chinolinderivaten beteiligten molybdänhaltigen Hydroxyla-
sen und einige ihrer Eigenschaften zusammengefaût. Es sind
zwei Chinaldinsäure-4-Oxidoreduktasen bekannt, die sich
sowohl in ihrer Struktur als auch in ihrem Satz redoxaktiver
Zentren unterscheiden. Dennoch katalysieren beide Enzyme
den nucleophilen Angriff an C4 von Chinaldinsäure 40, wobei
das Sauerstoffatom aus einem Wassermolekül in das Substrat
eingeführt wird (Schema 13). Genau diese Umsetzung, d. h.

Schema 13. Enzymkatalysierte Umsetzung von Chinaldinsäure 40 zu
Kynurensäure 41.[87] a) Chinaldinsäure-4-Oxidoreduktasen aus Serratia
marcescens 2CC-1 und Pseudomonas sp. AK-2. b) Chinaldinsäure-4-Mo-
nooxygenase aus Alcaligenes sp. F 2. Acc.�Elektronenacceptor.

die Bildung von Kynurensäure 41 aus 40, wird bei einem
Alcaligenes-Stamm von einer Monooxygenase katalysiert, die
elektrophil angreift und dabei ein Sauerstoffatom aus mole-
kularem Sauerstoff ins Substrat einbaut.[87] Demnach kann die
gleiche Reaktion in verschiedenen Bakterien von Enzymen
katalysiert werden, die zu verschiedenen Klassen gehören und
sich daher auch im Katalysemechanismus grundlegend unter-
scheiden.

4.2.1.2. Substratspezifität und Aldehydoxidation

Die Untersuchung der Substratspezifität von Chinaldin-4-
Oxidase ergab, daû dieses Enzym auûer Chinaldin 1 auch 8-
Chlorchinaldin, Chinolin 10, 2- und 8-Chlorchinolin, Isochi-
nolin sowie die Benzodiazine Cinnolin (1,2-Benzodiazin),
Chinazolin (1,3-Benzodiazin) 46 und Phthalazin (2,3-Benzo-
diazin) 44, umsetzt. Erstaunlicherweise wurden diese Sub-
strate (auûer 44) mit weitaus höherer katalytischer Aktivität
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Tabelle 1. Molybdänhaltige Hydroxylasen, die am bakteriellen Abbau von Chinolinen beteiligt sind.

Enzym M [kDa] M [kDa] Struktur Moco[a, b] FeS[b] Flavin[b]

(Organismus) (Untereinheiten)

Chinolin-2-Oxidoreduktase 300 85, 30, 18 a2b2g2 (2)MCD[c] (2)[2Fe-2S]I (2)FAD
(Pseudomonas putida 86) (2)[2Fe-2S]II[e]

Chinaldin-4-Oxidase 340 82, 35, 22 a2b2g2 (2)MCD[c] (2)[2Fe-2S]I (2)FAD
(Arthrobacter sp. Rü 61a) (2)[2Fe-2S]II[e]

Chinaldinsäure-4-Oxidoreduktase 300 90, 34, 20 a2b2g2 (2)MCD[c] (8)Fe, (8)S (2)FAD
(Pseudomonas sp. AK-2)
Chinaldinsäure-4-Oxidoreduktase 100 80, 18 ab ± [d] (3 ± 4)Fe ±
(Serratia marcescens 2CC-1)
Isochinolin-1-Oxidoreduktase 95 80, 16 ab (1)MCD[c] (1)[2Fe-2S]I ±
(Brevundimonas diminuta 7) (1)[2Fe-2S]II[e]

[a] Pterin-Molybdän-Cofactor. [b] In Klammern: Zahl der Cofaktoren pro Enzymmolekül. [c] Molybdopterin-Cytosin-Dinucleotid. [d] Nicht bestimmt.
[e] Abgeleitet aus EPR-spektroskopischen Daten.
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hydroxyliert als Chinaldin 1 selbst. Das erschwert die
Enzymnomenklatur: Trotz seines Namens, der auf die Ver-
wertung von 1 durch Arthrobacter sp. Rü61 a (Schema 1 a)
zurückgeht,[22] setzt das Enzym eine Reihe N-heterocyclischer
Substrate mit signifikant höherer Geschwindigkeit um als 1.[72]

Durch vergleichende Untersuchungen der Substratspezifi-
täten von Chinaldin-4-Oxidase, Chinolin-2-Oxidoreduktase
und Isochinolin-1-Oxidoreduktase sollte festgestellt werden,
ob auch andere am bakteriellen Abbau von aromatischen N-
Heterocyclen beteiligte molybdänhaltige Hydroxylasen über
ein solch breites Substratspektrum verfügen (Tabelle 2).
Chinolin 10 wurde von der Chinaldin-4-Oxidase und von

der Chinolin-2-Oxidoreduktase als Substrat akzeptiert, wobei
1H-4-Oxochinolin 7 bzw. 1H-2-Oxochinolin 12 entstanden.
Demnach katalysiert die Chinaldin-Oxidase einen regiospe-
zifischen Angriff an Position 4 auch dann, wenn das dem N-
Heteroatom benachbarte Kohlenstoffatom nicht durch einen
Substituenten blockiert ist. Isochinolin und Phthalazin 44 sind
nicht nur Substrate für die Isochinolin-1-Oxidoreduktase,
sondern auch für die Chinaldin-4-Oxidase. Beide Enzyme
bilden die gleichen Produkte, nämlich 2H-1-Oxoisochinolin
und 2H-1-Oxophthalazin 45. Chinazolin 46 wird als einziges
Substrat von allen drei Enzymen akzeptiert. Chinaldin-4-
Oxidase und Isochinolin-1-Oxidoreduktase bildeten 3H-4-
Oxochinazolin 48, dagegen hydroxylierte die Chinolin-2-
Oxidoreduktase an C2, d.h. in Nachbarstellung zu N1 und
N3. Offensichtlich erfolgen Hydroxylierungen mit Chinolin-
2-Oxidoreduktase und Isochinolin-1-Oxidoreduktase unab-
hängig vom Substrat ausschlieûlich in Nachbarstellung zum
Heteroatom. Die Chinaldin-4-Oxidase ist vielseitiger: Der
regiospezifische nucleophile Angriff in 2- oder 4-Position zum
N-Atom hängt vom Substrat ab (Tabelle 2).[72] Auûer diesen
prokaryotischen Enzymen, die alle am bakteriellen Abbau
von Chinolin 10 und seinen Derivaten beteiligt sind, kataly-
sieren auch die eukaryotischen molybdänhaltigen Hydroxy-
lasen Xanthin-Oxidase aus Kuhmilch und Aldehyd-Oxidase
aus Rattenleber die Oxidation von N-Heterocyclen.[77, 88]

Diese beiden Enzyme setzen auch Aldehyde zu den entspre-
chenen Carbonsäuren um.[89]

Ein Vergleich der Aminosäuresequenzen von Isochinolin-
1-Oxidoreduktase und anderen molybdänhaltigen Hydroxy-
lasen lieû ¾hnlichkeiten mit zwei Aldehyd-Oxidoreduktasen

erkennen, von denen eine aus dem industriell genutzten
Essigproduzenten Acetobacter polyoxogenes, die andere aus
dem Sulfatreduzierer Desulfovibrio gigas stammt (Ab-
schnitt 4.2.3).[90] Deshalb wurden die Substratspezifitäten
von Isochinolin-1-Oxidoreduktase, Chinolin-2-Oxidoreduk-
tase und Chinaldin-4-Oxidase gegenüber Aldehyden unter-
sucht. Überraschenderweise katalysieren Chinaldin-4-Oxida-
se und Isochinolin-1-Oxidoreduktase die Oxidation von
Aldehyden, besonders die von aromatischen. Bevorzugte
Substrate der Chinaldin-4-Oxidase sind Benzaldehyd und
Salicylaldehyd (2-Hydroxybenzaldehyd). Auch Zimtaldehyd
(3-Phenyl-2-propenal) und Vanillin (4-Hydroxy-3-methoxy-
benzaldehyd) wurden zu den entsprechenden Carbonsäuren
umgesetzt ± wenn auch mit erheblich geringeren Geschwin-
digkeiten. Kurzkettige aliphatische Aldehyde wurden dage-
gen nicht oxidiert. Isochinolin-1-Oxidoreduktase gleicht in
ihrem Substratspektrum der Chinaldin-4-Oxidase. Salicylal-
dehyd und Benzaldehyd erwiesen sich für die Isochinolin-1-
Oxidoreduktase allerdings als Suizid-Substrate. Im Gegensatz
zu Chinaldin-4-Oxidase und Isochinolin-1-Oxidoreduktase, die
gegenüber aromatischen Aldehyden aktiver sind als gegen-
über aliphatischen, setzen die beschriebenen prokaryotischen
Aldehyd-Oxidoreduktasen kurzkettige aliphatische Aldehy-
de viel besser um.[72] Hingegen scheint die eukaryotische
Aldehyd-Oxidase, ein molybdänhaltiges Enzym, dessen Sub-
stratspezifität gegenüber N-Heterocyclen und Aldehyden gut
untersucht ist, der Chinaldin-4-Oxidase und der Isochinolin-
1-Oxidoreduktase ähnlich zu sein. Es katalysiert die Hydro-
xylierung von N-Heterocyclen (Chinolin, Chinaldin, Isochi-
nolin, Cinnolin, Chinazolin) und die Oxidation von aroma-
tischen Aldehyden mit ähnlichen Geschwindigkeiten.[89]

Die Ergebnisse dieser Untersuchungen lassen die Vielsei-
tigkeit der molybdänhaltigen Hydroxylasen erkennen. Sogar
die Differenzierung zwischen Aldehyd-Oxidoreduktasen und
Enzymen, die N-Heterocyclen hydroxylieren, erscheint pro-
blematisch.[72] Da Aldehyde wegen ihrer Reaktivität cyto-
toxisch sind, könnten den entsprechenden molybdänhaltigen
Hydroxylasen wichtige Entgiftungsfunktionen in pro- und
eukaryotischen Zellen zukommen.

4.2.2. Biophysik

Die interne Elektronentransportkette der Chinolin-2-Oxi-
doreduktase aus Pseudomonas putida 86 besteht aus vier
redoxaktiven Zentren (siehe auch Tabelle 1) ± FAD, zwei
unterschiedlichen [2Fe-2S]-Zentren und einem Molybdän-
MCD. Jedes dieser Zentren durchläuft im Redoxcyclus des
Enzyms einen paramagnetischen Zustand, der EPR-spek-
troskopisch untersucht werden kann.[79]

Bei der Reduktion von Chinolin-2-Oxidoreduktase mit
Dithionit oder Chinolin 10 wird ein Radikal gebildet; die
Linienbreite von dessen EPR-Signal ist mit 1.9 mT typisch für
die neutrale (blaue) Flavin-Radikal-Spezies. Ein ähnliches
Signal wird auch bei der eukaryotischen Xanthin-Oxidase
(aus Kuhmilch) erhalten.[91] In den EPR-Spektren lassen sich
zwei Eisen-Schwefel-Zentren unterscheiden: Nach der Re-
duktion von Chinolin-2-Oxidoreduktase mit Dithionit oder
dem Substrat Chinolin 10 lassen sich <60 K rhombische
Signale auflösen. Entsprechend der Konvention in der
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Tabelle 2. Enzymkatalysierte Hydroxylierung von Chinolinen und Ben-
zodiazinen.

Enzym Substrat Produkt

Chinaldin-4-Oxidase Chinolin 10 1H-4-Oxochinolin 7
Chinaldin 1 1H-4-Oxochinaldin 2
Isochinolin 2H-1-Oxoisochinolin
Phthalazin 44 2H-1-Oxophthalazin 45
Chinazolin 46 3H-4-Oxochinazolin 48
Cinnolin 1H-4-Oxocinnolin

Chinolin-2-Oxidoreduktase Chinolin 10 1H-2-Oxochinolin 12
Chinazolin 46 1H-2-Oxochinazolin
Chinoxalin 42 1H-2-Oxochinoxalin 43

Isochinolin-1-Oxidoreduktase Isochinolin 2H-1-Oxoisochinolin
Phthalazin 44 2H-1-Oxophthalazin 45
Chinazolin 46 3H-4-Oxochinazolin 48
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Literatur wird die Spezies, deren Signal die geringere g-
Faktor-Anisotropie aufweist, als FeSI, die andere als FeS II
bezeichnet (Abb. 2 a ± c).[92, 93] Die g-Faktoren variieren bei

Abb. 2. EPR-Signale der Eisen-Schwefel-Cluster. a) ± c) Chinolin-2-Oxi-
doreduktase, a) mit Dithionit reduziert, Messung bei 56 K, b) bei 10 K,
c) mit Chinolin 10 reduziert, Messung bei 10 K. Signale des FAD-Radikals
und eines verbreiterten MoV-Signals sind eingezeichnet. d) Chinaldin-4-
Oxidase, mit Dithionit reduziert. e) Isochinolin-1-Oxidoreduktase, mit
Dithionit reduziert.

FeS I in einem Bereich, wie er auch bei den Eisen-Schwefel-
Zentren anderer Proteine zu finden ist. Dies deutet auf
ähnliche stereochemische und elektronische Eigenschaften
der signalgebenden Spezies bei FeSI von pro- und eukaryo-
tischen Enzymen hin. Die wesentlich ausgeprägtere Variabi-
lität der signalgebenden Spezies bei FeSII drückt sich in
signifikanten Unterschieden im g-Tensor des Signals aus.
Unter den molybdänhaltigen Hydroxylasen nimmt diese
FeS II-Spezies daher eine Sonderstellung ein.

Titrationsexperimente mit Natriumdithionit-Lösungen in
Gegenwart verschiedener Mediatoren ergaben Redoxpoten-
tiale von ÿ155 mV für FeS I und ÿ195 mV für FeS II. Dies
sind die höchsten Werte, die bisher für [2Fe-2S]-Cluster in
molybdänhaltigen Hydroxylasen gemessen wurden. Das Mo-
lybdänzentrum ist für die Katalyse und als vermutete
Substratbindungsstelle von besonderem Interesse. Das EPR-
Spektrum von oxidierter, isolierter Chinolin-2-Oxidoreduk-
tase bei 77 K (Abb. 3 a) hat rhombische Symmetrie und ähnelt

Abb. 3. EPR-Signale von MoV-Spezies. a) ± c) Chinolin-2-Oxidoredukta-
se. a) ¹Resting Qª. b) ¹Rapid Qª in H2O-Puffer. c) ¹Rapid Qª in D2O-
Puffer; die durch das Thiolproton bedingte Hyperfeinaufspaltung ist nicht
mehr zu erkennen. d) ¹Slow Qª der cyanidbehandelten Desulfo-Form.
e) Isochinolin-1-Oxidoreduktase: ¹Very Rapid Iª; das Signal wurde durch
Subtraktion der Spektren nach unterschiedlichen Inkubationszeiten erhal-
ten. f) Chinaldin-4-Oxidase, unter anaeroben Bedingungen mit dem
Substrat Chinaldin 1 reduziert. Alle Spektren wurden bei 77 K gemessen.

dem Spektrum der MoV-¹Restingª-Spezies von Xanthin-
Oxidase, Aldehyd-Oxidase und Kohlenmonoxid-Oxidase.[79]

Es repräsentiert eine inaktive MoV-Spezies, die in geringer
Konzentration (<5 % der Mo-Gesamtkonzentration) in allen
Präparationen vorhanden ist. Die Reduktion des Enzyms mit
dem Substrat oder mit Dithionit induziert ein intensives EPR-
Signal einer weiteren MoV-Spezies (Abb. 3 b), die wegen des
Ursprungs und der ¾hnlichkeit des Signals mit dem ¹Rapidª-
Signal der Xanthin-Oxidase aus Kuhmilch als ¹Rapid Qª
bezeichnet wird.[92] Das herausragende Merkmal dieses Si-
gnals ist eine Kopplung mit dem Thiolproton; dieses Proton
ist wie bei der Xanthin-Oxidase in D2O-Puffer leicht aus-
tauschbar (Abb. 3 c).

Kleine Unterschiede der Hyperfein-Kopplungen von Pro-
ben, die mit Chinolin 10 oder mit Dithionit reduziert wurden,
reflektieren den Einfluû des Substrats (oder des Produkts) in
unmittelbarer Umgebung des MoV-Zentrums. Der direkte
Nachweis einer Komplexbildung kann allerdings EPR-spek-
troskopisch nicht erbracht werden. Die Hyperfein-Wechsel-
wirkung des Metallkerns mit I� 5/2 führt bei 95Mo-angerei-
cherter Chinolin-2-Oxidoreduktase zu einem Sextett. Die
Simulation dieses Linienmusters deutet auf das Zusammen-
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fallen einer Hauptkomponente des g- und des Hyperfein-
Tensors hin, wie es für einen C2-symmetrischen Komplex
charakteristisch ist. Die katalytisch relevante ¹Very-rapidª-
MoV-Spezies, die in der Xanthin-Oxidase bei Rapid-freeze-
Experimenten im Millisekundenbereich detektiert wurde,
tritt bei Chinolin-2-Oxidoreduktase nur in sehr kleinen
Mengen auf, wenn Chinolin 10 und das Nicht-Substrat
Chinaldin 1 kompetitiv binden.

Chinolin-2-Oxidoreduktase aus Pseudomonas putida 86 hat
ein durch Cyanid inaktivierbares Monooxo-Monosulfido-
Molybdänzentrum (Schema 12), wie durch Bildung von
Thiocyanat und Reaktivierung des inaktiven Enzyms nach
Behandeln mit Sulfid nachgewiesen wurde. Cyanid abstra-
hiert das sogenannte cyanolysierbare Schwefelatom des
Molybdänzentrums, das im inaktiven Desulfo-Zustand des
Enzyms vermutlich in der Dioxo-Form vorliegt. In solchen
Cyanid-Inaktivierungs-/Sulfid-Reaktivierungsexperimenten
verhält sich Chinolin-2-Oxidoreduktase wie viele andere
Molybdo-Eisen-Schwefel-Flavo-Proteine. So konnte wie bei
der Desulfo-Form der Xanthin-Oxidase auch bei der Chino-
lin-2-Oxidoreduktase das Signal der MoV-¹Slow-Qª-EPR-
Spezies des inaktiven Desulfo-Zustands nachgewiesen wer-
den. Es zeichnet sich durch einen leicht rhombischen g-Tensor
und eine Protonen-Wechselwirkung aus, die in D2O unter-
drückt werden kann(Abb. 3 d).

Bei EPR-spektroskopischen Untersuchungen von Isochi-
nolin-1-Oxidoreduktase aus Brevundimonas diminuta 7 trat
kein Signal für das freie Radikal einer Flavin-Spezies auf.
Dies stimmt mit biochemischen und genetischen Daten
überein, durch die das Enzym als Flavin-freies Molybdo-
Eisen-Schwefel-Protein charakterisiert wird. Nach der Re-
duktion des Enzyms mit Dithionit oder mit dem Substrat
Isochinolin sind zwei rhombische EPR-Signale von Eisen-
Schwefel-Zentren unterscheidbar. Bei Temperaturen unter-
halb 30 K führt die magnetische Wechselwirkung zwischen
den beiden Eisen-Schwefel-Zentren zu einer deutlichen Auf-
spaltung der g1-Komponente des FeS I-Signals (Ia, I b in
Abb. 2 e). Demzufolge müssen die beiden Cluster räumlich
eng benachbart sein. Während das FeSII-Signal nur unterhalb
40 K auftrat, wurde das FeSI-Signal bereits bei 77 K de-
tektiert ± einer für ein [2Fe-2S]-Zentrum ungewöhnlichen
Temperatur.

Bei der durch Reduktion mit dem Substrat Isochinolin
induzierten MoV-Spezies ¹Rapid Iª war im EPR-Spektrum
eine in D2O unterdrückbare Protonen-Kopplung mit ähnli-
chen Parametern wie beim Signal der Spezies ¹Rapid Qª der
Chinolin-2-Oxidoreduktase zu erkennen. Eine weitere MoV-
Spezies der Isochinolin-1-Oxidoreduktase, deren EPR-Signal
nahezu identische magnetische Parameter aufweist wie das
Signal der ¹Very-rapidª-Spezies von Chinolin-2-Oxidoreduk-
tase und Xanthin-Oxidase, wird entsprechend als ¹Very-
rapid Iª bezeichnet (Abb. 3 e). Trotz dieser Bezeichnung
konnte das Signal dieser Spezies über mindestens 45 min
verfolgt werden; damit unterscheidet sie sich stark von der
sehr kurzlebigen intermediären Form der Xanthin-Oxidase.
Möglicherweise wird bei der Isochinolin-1-Oxidoreduktase
bei einem Substratüberschuû ein relativ stabiler (partiell
inhibierter) Komplex zwischen Isochinolin und dem MoV-
Zentrum gebildet.

Chinaldin-4-Oxidase und Chinolin-2-Oxidoreduktase ha-
ben ähnliche Molmassen und die gleiche Zusammensetzung
ihrer Untereinheiten und Cofaktoren, worin sie sich von
Isochinolin-1-Oxidoreduktase unterscheiden (Tabelle 1, Ab-
schnitt 4.2.1.1). Auch die redoxaktiven Zentren der Chinal-
din-4-Oxidase wurden EPR-spektroskopisch untersucht, um
die am bakteriellen Abbau von Chinolinderivaten beteiligten
molybdänhaltigen Hydroxylasen vergleichen zu können. Im
oxidierten, isolierten Zustand konnte unter aeroben Bedin-
gungen bei der Chinaldin-4-Oxidase kein EPR-Signal nach-
gewiesen werden. Unter anaeroben Bedingungen war jedoch
in Abwesenheit eines Substrats oder reduzierenden Agens
eine organische Radikal-Spezies nachweisbar. Die Intensität
dieses Signals bei g� 2.0040 verstärkte sich nach Zugabe von
Chinaldin 1 (Abb. 3 f); die Linienbreite von 1.3 mT war
charakteristisch für das anionische (rote) Flavin-Radikal.[91]

Im Unterschied dazu liegt bei Chinolin-2-Oxidoreduktase
und der eukaryotischen Xanthin-Oxidase das neutrale (blaue)
Radikal vor.

Mit Dithionit reduzierte Chinaldin-4-Oxidase wies bei 77 K
ein charakteristisches axiales EPR-Signal eines Eisen-Schwe-
fel-Zentrums (FeS Iax) auf, wobei die Signalintensität bei
niedrigerer Temperatur noch zunahm (Abb. 2 d, 3 f). Ferner
war unterhalb von 60 K ein zweites rhombisches Signal für ein
Eisen-Schwefel-Zentrum nachweisbar. Im Unterschied dazu
haben die Signale der FeS-Zentren von Chinolin-2-Oxidore-
duktase und Isochinolin-1-Oxidoreduktase rhombische Sym-
metrie. Die deutliche Axialität des Signals für das FeSIax-
Zentrum in Chinaldin-4-Oxidase sollte einer Ligandenan-
ordnung höherer Symmetrie in diesem Eisen-Schwefel-Clu-
ster entsprechen, als sie bei anderen Enzymen vorhanden
ist.

Die durch Zugabe von Chinaldin 1 zu anaerob präparierten
Proben erzeugte ¹Rapidª-MoV-Spezies erwies sich als äuûerst
empfindlich gegenüber geringsten Sauerstoffspuren. Das
entsprechende axiale ¹Rapidª-Signal (Abb. 3 f) wies zwar
eine wesentlich geringere spektrale Auflösung auf als das
anderer Enzyme, doch verringerte sich die Linienbreite nach
Austausch des H2O-Puffers gegen einen D2O-Puffer. Dieses
Ergebnis deutet auf die Gegenwart austauschbarer Protonen
am Molybdänzentrum hin, von denen eines wahrscheinlich
das Proton der SH-Gruppe ist. Anders als bei Chinolin-2-
Oxidoreduktase und Isochinolin-1-Oxidoreduktase konnten
bisher weder die ¹Restingª- noch die ¹Very-rapidª-Spezies
spektroskopisch nachgewiesen werden.

Die signifikanten Unterschiede in den EPR-Spektren der
drei untersuchten Enzyme hängen mit den signal-
gebenden Spezies des Flavin-Radikals, der Eisen-Schwefel-
Zentren und des MoV-Zentrums zusammen. Besonders für
die MoV-Zentren konnten einige charakteristische Merk-
male auf Strukturbesonderheiten zurückgeführt werden.
Röntgenstrukturanalysedaten, die eine Korrelation der
elektronischen und elektrochemischen Eigenschaften mit
der Konfiguration der redoxaktiven Zentren ermögli-
chen sollten, dürften zu einem genaueren Verständnis der
EPR-Daten führen. Wichtige Beiträge erwarten wir von
den Hochauflösungs-EPR-Techniken ± der ENDOR- und
der Electron-Spin-Echo-Envelope-Modulation(ESEEM)-
Spektroskopie.
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4.2.3. Genetik

Um die Bindung der redoxaktiven Zentren
durch bestimmte Peptid-Domänen der mo-
lybdänhaltigen Hydroxylasen zu verstehen
und um die phylogenetische Beziehung der
Enzyme aus der ¹Xanthin-Oxidase-Familieª
zu untersuchen, wurden die Gene, die für
Isochinolin-1-Oxidoreduktase und für Chino-
lin-2-Oxidoreduktase kodieren, geklont, se-
quenziert und einer vergleichenden Sequenz-
analyse unterworfen.[90, 94] Die Aminosäures-
equenzen der kleinen (IorA) und groûen
Untereinheit (IorB), die sich von der Nucleo-
tidsequenz der iorA- und iorB-Strukturgene
der heterodimeren Isochinolin-1-Oxidore-
duktase (siehe Tabelle 1) ableiten, wiesen
tatsächlich entsprechende Homologien 1. zu
den kleinen (g) und den groûen (a) Unter-
einheiten der komplexen molybdänhaltigen
Hydroxylasen (abg/a2b2g2) mit einem Pterin-
Molybdän-Cofaktor und Monooxo-Monosul-
fido-Molybdänzentrum, 2. zu den N- und C-
terminalen Bereichen der Aldehyd-Oxidore-
duktase aus Desulfovibrio gigas und 3. zu den
N- und C-terminalen Domänen der eukaryo-
tischen Xanthindehydrogenasen auf. In
IorAB gibt es keinen Bereich, der der FAD-
bindenden mittleren Domäne eukaryotischer
Xanthin-Dehydrogenasen entspricht, und in
der Nähe der iorAB-Strukturgene war kein
offenes Leseraster zu finden, das für ein FAD-
haltiges Peptid kodiert.[90]

Die für die Chinolin-2-Oxidoreduktase aus
Pseudomonas putida 86 kodierenden qor-Ge-
ne sind geclustert und in der Transkriptions-
richtung 5'-qorM-S-L-3' angeordnet. Dies
trifft auch auf alle bisher beschriebenen
Strukturgene molybdänhaltiger Hydroxyla-
sen mit abg- oder a2b2g2-Struktur zu. Wir
nehmen an, daû beide [2Fe-2S]-Zentren in
der kleinen, das FAD in der mittleren und der
Pterin-Molybdän-Cofaktor sowie die Sub-
strat-Bindungsstelle in der groûen Unterein-
heit lokalisiert sind. Diese Anordnung wurde schon früher für
die Untereinheiten oder die entsprechenden Domänen an-
derer molybdänhaltiger Hydroxylasen diskutiert.[53, 90, 94±98]

Vergleiche der Aminosäuresequenzen der kleinen Unter-
einheiten sowie Domänen von pro- und eukaryotischen
Enzymen aus der ¹Xanthin-Oxidase-Familieª mit den kleinen
Untereinheiten der Chinolin-2-Oxidoreduktase (QorS) und
Isochinolin-1-Oxidoreduktase (IorA) ergaben acht konser-
vierte Cysteinreste, die vermutlich die beiden unterschiedli-
chen [2Fe-2S]-Zentren koordinieren, die bei den EPR-
Studien entdeckt wurden (siehe Abschnitt 4.2.2).[79, 92, 93, 99]

Das Bindungsmotiv des N-terminalen [2Fe-2S]-Zentrums
(Abb. 4 a) ist der Signalsequenz des [2Fe-2S]-Ferredoxins
vom bakteriellen und vom Chloroplast-Typ [CX4CX2CXnC]
homolog. Dabei ist X eine beliebige Aminosäure, n beträgt

bei prokaryotischen molybdänhaltigen Hydroxylasen 11,[53, 98]

bei eukaryotischen Molybdänhydroxylasen 21 und bei Ferre-
doxinen vom bakteriellen oder vom Chloroplast-Typ 29, in
Ausnahmefällen 27 ± 32. Im Unterschied dazu wurde das
Bindungsmotiv des internen [2Fe-2S]-Clusters, das bei den
untersuchten kleinen Untereinheiten das streng konservative
Motiv [CX2CX31CXC] bildet, bisher bei noch keinem anderen
Eisen-Schwefel-Protein eu- und prokaryotischer Organismen
beschrieben (Abb. 4 b).

In Analogie zur mittleren Domäne oder Untereinheit der
anderen bekannten molybdänhaltigen Hydroxylasen sollte
die mittlere Untereinheit der Chinolin-2-Oxidoreduktase
ebenfalls (QorM) die FAD-Bindungsstelle enthal-
ten.[53, 95, 96, 98, 100, 101] Aus der Literatur sind mehrere Di-
nucleotid-(FAD-, NAD-/NADP-, ADP-)Bindungsmotive be-
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Abb. 4. Vergleich der Aminosäuresequenzen, die an der Bindung a) des N-terminalen Endes
des [2Fe-2S]-Zentrums vom Ferredoxin-Typ und b) des internen [2Fe-2S]-Zentrums der
molybdänhaltigen Hydroxylasen beteiligt sind.[94] Die Zahlen am Ende jeder Reihe
entsprechen der Zahl der Aminosäuren der entsprechenden Protein-Untereinheit oder
-Domäne. Men�Xanthin-Dehydrogenase aus Homo sapiens, Mau�Xanthin-Dehydrogena-
se aus Mus musculus, Rat�Xanthin-Dehydrogenase aus Rattus norvegicus, Mel�Xanthin-
Dehydrogenase aus Drosophila melanogaster, Obs�Xanthin-Dehydrogenase aus Droso-
phila pseudoobscura, Bom�Xanthin-Dehydrogenase aus Bombyx mori, Huh�Xanthin-
Dehydrogenase aus Gallus gallus, Cal�Xanthin-Dehydrogenase aus Calliphora vicina,
Asp�Xanthin-Dehydrogenase aus Aspergillus nidulans, Mop�Aldehyd-Oxidoreduktase
aus Desulfovibrio gigas, Ior� Isochinolin-1-Oxidoreduktase aus Brevundimonas diminuta 7,
Cso�Chinaldinsäure-4-Oxidoreduktase aus Pseudomonas sp. AK-2, Cop�Kohlenmono-
xid-Dehydrogenase aus Pseudomonas thermocarboxydovorans C 2, Ndh�Nicotin-Dehydro-
genase aus Arthrobacter nicotinovorans, Coo�Kohlenmonoxid-Dehydrogenase aus Oligo-
tropha carboxidovorans, Qor�Chinolin-2-Oxidoreduktase aus Pseudomonas putida 86; S:
kleine Untereinheit der entsprechenden Domäne; # : konservierte Cystein-Reste; $:
durchgehend konservierte Aminosäurereste; � in den meisten Sequenzen konservierte
Aminosäurereste.
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kannt.[102] Zu allen FAD-Bindungsstellen gehören G-reiche
Sequenzen, z. B. [GXGX2GX3A] oder [GXGX2GX3G]. Ein
ähnliches Motiv, [GXGX2AX3A], ist der NAD-Bindungs-
stelle zuzuordnen. Weder diese noch andere bekannte Motive
wurden in QorM oder in den Vergleichssequenzen von neun
eukaryotischen Xanthin-Dehydrogenasen und fünf prokaryo-
tischen molybdänhaltigen Hydroxylasen entdeckt.[94] Auch
der Peptid-Domäne, die den Flavin-Cofaktor der eukaryoti-
schen Aldehyd-Oxidasen binden soll, fehlt eine derartige
Sequenz.[103] Da Strukturdaten für die Bindung von FAD
durch prokaryotische Molybdo-Eisen-Schwefel-Flavoprotei-
ne fehlen, ist noch immer nicht bekannt, wie FAD in dieser
Unterklasse der ¹Xanthin-Oxidase-Familieª gebunden wird.

Die groûen Untereinheiten von Chinolin-2-Oxidoredukta-
se (QorL) und Isochinolin-1-Oxidoreduktase (IorB) enthal-
ten wahrscheinlich den Molybdopterin-Cytosin-Dinucleotid-
Cofaktor. QorL, IorB und andere groûe Untereinheiten oder
entsprechende Domänen vieler molybdänhaltiger Enzyme
weisen signifikante Homologien zur C-terminalen Domäne
der Aldehyd-Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas (siehe
Abschnitt 4.1) auf. In der Domäne dieses Enzyms entdeckten
RomaÄo et al. drei Molybdopterin-bindende Aminosäureseg-
mente und zwei Dinucleotid-bindende Abschnitte.[64] Tat-
sächlich finden sich in anderen molybdänhaltigen Enzymen
der ¹Xanthin-Oxidase-Familieª eng verwandte Signalsequen-
zen. Abbildung 5 zeigt den Vergleich der Sequenz der
Molybdopterin- und Dinucleotid-bindenden Segmente aus
Aldehyd-Oxidoreduktase mit der der entsprechenden Ab-
schnitte anderer molybdänhaltiger Hydroxylasen. Das erste
mit Molybdopterin verbundene Segment ist die am stärksten
konservierte Sequenz der fünf Motive. In der Aldehyd-
Oxidoreduktase aus Desulfovibrio gigas ist es über F 421
und G 422 mit Molybdopterin verbunden. Bei allen vergli-
chenen Sequenzen erwies es sich als streng konservativ.

Die Aufklärung der Struktur und Funktion einzelner kon-
servierter Peptid-Domänen von molybdänhaltigen Hydroxy-
lasen erfordert weitere Untersuchungen. So ist die Rolle indivi-
dueller Aminosäurereste durch gerichtete Mutagenese zu
klären. Von groûer Bedeutung wären auch Röntgenstruktur-
analysen der kristallisierten Enzymproteine.

5. Zukunftsaussichten: Biotransformationen mit
molybdänhaltigen Hydroxylasen

Bei der Herstellung wertvoller Zwischenprodukte für Syn-
thesen von Agrochemikalien und pharmazeutischen Pro-
dukten könnten Biotransformationen mit Mikroorganismen
oder Biokatalysatoren eine vielseitige und ökonomisch inter-
essante Alternative zu konventionellen Methoden der Che-
mie sein. Chemische Synthesen wie Hydroxylierungen von
Arenen und Heteroarenen benötigen im allgemeinen dra-
stische Bedingungen; zudem kann die Abtrennung und
Entsorgung der Nebenprodukte teuer sein, und oft bleiben
die Ausbeuten hinter den Erwartungen zurück. Dagegen sind
Biokatalysatoren in der Regel substrat- und regiospezifisch,
so daû definierte Produkte entstehen, die mit konventionellen
Methoden nur unter Schwierigkeiten erhältlich sind.

Eine Reihe hydroxylierter Chinoline, Isochinoline und
Benzodiazine ist bei der Herstellung von Pharmazeutika
und Agrochemikalien von Bedeutung:
1) Isocarbostyrile und Carbostyrile: 2H-1-Oxoisochinolin

(Isocarbostyril) wird chemisch durch Einwirken einer
KOH-NaOH- oder KOH-Na2O-Schmelze auf Isochinolin
synthetisiert.[104] Andere Herstellungsmöglichkeiten für
2H-1-Oxoisochinoline sind die Pd-katalysierte Substitu-
tion von 2-Brombenzamiden mit Ethylen und die nach-
folgende Cyclisierung des entstandenen 2-Ethenylbenz-
amids[105] oder die Synthese aus N-Propenyl-2-methylben-
zamid.[106] Derivate von 2H-1-Oxoisochinolin werden
häufig als Medikamente, Duftstoffe, Pharmazeutika und
Agrochemikalien verwendet.

2) 1H-2-Oxochinolin (Carbostyril) 12 wird analog hergestellt.
So kann es aus Chinolin 10 in einer KOH-Na2O- oder
KOH-NaOH-Schmelze[104] und auf anderen bekannten
Synthesewegen erhalten werden. Carbostyrilderivate sind
nützlich als Gerinnungshemmer,[107] Kardiotonika[108] und
Neuroleptika.[109] Eine Reihe von 6-substituierten Carbo-
styrilen hemmt die Phosphodiesterasen der glatten Ge-
fäûmuskulatur, die cCAMP und cGMP hydrolytisch
spalten. Sie könnten daher zur Behandlung z. B. kardio-
vaskulärer Erkrankungen eingesetzt werden.[110] Procate-

rol (8-Hydroxy-5-[1-hydroxy-2-(isopro-
pylamino)butyl]-2(1H)-chinolinon) ist
ein als Bronchodilatator wirksames
sympathomimetisches Amin.[111]

3) Chinolone, vor allem 6-Fluorchinolone,
haben groûe Bedeutung; es sind Tau-
sende von Fluorchinolon-Analoga be-
kannt. Sie wirken bakterizid gegen
Gram-negative und Gram-positive pa-
thogene Bakterien, aber auch gegen
Mykobakterien und andere intrazellu-
läre Bakterien. Auûerdem wirken sie
gegen einige Protozoen wie Leishma-
nia-, Trypanosoma- und Plasmodium-
Spezies, so daû sie für die Malaria-
Therapie von Nutzen sein könn-
ten.[11±13, 112]

4) Hydroxylierte Benzodiazine (Chinoxa-
lone, Phthalazone, Chinazolone): Es
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Abb. 5. Vergleich der vermutlich an der Bindung des Pterin-Molybdän-Cofaktors molybdänhalti-
ger Hydroxylasen beteiligten Aminosäuresequenzen.[64, 94] MoCo I, MoCo II, MoCo III: mutmaûli-
che Bereiche der Molybdopterin-Bindung. MoCo IV, MoCo V: mutmaûliche Bereiche der Dinuc-
leotid-Bindung.[64] für andere Abkürzungen und Symbole siehe Abb. 4. L ist die groûe Untereinheit
oder entsprechende Domäne.
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gibt zahlreiche Patente zu chemischen Synthesemethoden
für 1H-2-Oxochinoxalin 43, das als Zwischenprodukt zur
Herstellung von Agrochemikalien, Medikamenten und
Farben benötigt wird. Das Pestizid Chinalphos (O,O-
Diethyl-O-chinoxalin-2-yl-phosphorthioat), ein Organo-
phosphat, wird häufig in Kulturen tropischer, subtropi-
scher und gemäûigter Zonen angewendet, z.B. bei Zitro-
nenbäumen gegen den Käfer Nipaecoccus vastor.[113] Eini-
ge 1H-2-Oxochinoxalin-Derivate wirken gegen ent-
zündliche und allergische Erkrankungen: So dient 1,3-
Dimethyl-1H-2-oxochinoxalin als Bronchodilatator bei
der Behandlung von Asthma.[114]

5) Zur chemischen Synthese von 2H-1-Oxophthalazin 45 gibt
es ebenfalls zahlreiche Patente. Substituierte (2-Bipheny-
lyl)-2H-1-oxophthalazine sind als Beruhigungsmittel und
Antidepressiva gebräuchlich, aber auch entzündliche
Krankheiten werden mit diesen Verbindungen behan-
delt.[115] Einige 2H-1-Oxophthalazin-Derivate sind gefäû-
aktive Wirkstoffe, die die Thrombocytenaggregation in-
hibieren.[116] Ferner werden Oxophthalazine bei der Her-
stellung photothermographischer Filme eingesetzt.[117]

6) Auch Derivate von Chinazolin, vor allem von 3H-4-
Oxochinazolin 48, werden für die Produktion von Phar-
mazeutika wie Antihypertensiva, Bronchodilatatoren und
Wirkstoffen, die entzündungshemmend sind oder das
Zentralnervensystem beruhigen, gebraucht.[118] Eine Über-
sicht über biologisch aktive Chinazolone, ihre Wirkung auf
Würmer, Mikroben, Entzündungen, Tumore, das Zentral-
nervensystem und das kardiovaskuläre System geben
Sinha und Srivastava.[119]

Zusammenfassend kann gesagt werden, daû Wirkstoffe auf
Carbostyril-, Phthalazon-, Chinazolon- und Chinoxalonbasis
häufig als Entzündungshemmer, bei Herzkranzgefäûerkran-
kungen, zur Behandlung von Allergien und zur Beruhigung
des Zentralnervensystems angewendet werden. Die Fluorchi-
nolone bilden eine groûe Gruppe vielversprechender anti-
bakterieller Wirkstoffe. Die hier beschriebenen hydroxylier-
ten N-heterocyclischen Verbindungen werden bis heute fast
ausschlieûlich durch chemische Synthesen erhalten. Biotech-
nische Synthesen, z. B. die in Japan patentierte Herstellung
von Carbostyril 12 und/oder 6-Hydroxycarbostyril mit einem
Pseudomonas-Stamm, sind bisher kaum etabliert,[120] obwohl
die alternative Synthese hydroxylierter Chinoline, Isochino-
line und Benzodiazine durch Biotransformationen substrat-
und regiospezifische Hydroxylierungen ohne Nebenprodukte
ermöglicht. Dabei könnten die molybdänhaltigen Hydroxy-
lasen als Biokatalysatoren eingesetzt werden. Da bei vielen
Bakterien während des Wachstums auf einem Chinolinderivat
die Oxoverbindungen in der Fermentationsbrühe akkumulie-
ren (siehe Abschnitt 2.1), sind sogar Biotransformationen mit
ganzen Zellen des entsprechenden N-Heterocyclen-abbau-
enden Stammes denkbar. Beispielsweise produzieren die
Zellen von Pseudomonas putida 86 während des Wachstums
auf Chinolin 10 1H-2-Oxochinolin 12. Hohe Chinolinkon-
zentrationen verhindern, daû das Produkt 12 weiter abgebaut
wird. Dieses kann sogar in kristalliner Form aus der Kultur-
brühe erhalten werden, indem man während der Fermenta-
tion die Konzentration des Substrats 10 entsprechend regu-
liert. Sie ist zunächst niedrig, um unter vollständigem

Substratverbrauch Biomasse zu produzieren, und wird dann
erhöht und auf diesem hohen Niveau gehalten, so daû 12
akkumuliert und schlieûlich ausfällt.

Eine effiziente Methode zur Herstellung hydroxylierter
Chinoline und Benzodiazine ist auch die Biotransformation in
cometabolischen Reaktionen. Der Chinaldin-abbauende
Stamm Arthrobacter sp. Rü 61 a wächst z. B. nicht auf Chinolin
10. Werden hingegen Zellen dieses Stammes auf der Kohlen-
stoffquelle Chinaldin 1 vorgezüchtet, um Biomasse zu pro-
duzieren und die 4-Hydroxylase zu induzieren, und wird
anschlieûend Chinolin 10 angeboten, so entsteht wegen der
breiten Substratspezifität von Chinaldin-4-Oxidase 1H-4-
Oxochinolin 7 aus 10, frei von Nebenprodukten und in
hervorragender Ausbeute.

Auch isolierte Enzyme können als Katalysatoren dienen.
Die am bakteriellen Abbau einer Reihe von N-Heterocyclen
beteiligten molybdänhaltigen Hydroxylasen bieten mehrere
Anwendungsmöglichkeiten: Isochinolin-1-Oxidoreduktase,
Chinolin-2-Oxidoreduktase und Chinaldin-4-Oxidase akzep-
tieren als Substrate auûer den Chinolinen auch einige
Benzodiazine, wobei verschiedene Hydroxylierungsprodukte
erhalten werden (Schema 14).[72] Chinoxalin 42 wird von der

Schema 14. Durch molybdänhaltige Hydroxylasen katalysierte Hydroxy-
lierung von Benzodiazinen.[72] I : Chinolin-2-Oxidoreduktase aus Pseudo-
monas putida 86. II: Isochinolin-1-Oxidoreduktase aus Brevundimonas
diminuta 7. III: Chinaldin-4-Oxidase aus Arthrobacter sp. Rü 61 a.

Chinolin-2-Oxidoreduktase aus Pseudomonas putida 86 zu
1H-2-Oxochinoxalin 43 umgesetzt. Die Isochinolin-1-Oxido-
reduktase aus Brevundimonas diminuta 7 und die Chinaldin-
4-Oxidase aus Arthrobacter sp. Rü61 a überführen Phthalazin
44 in 2H-1-Oxophthalazin 45. Chinazolin 46 schlieûlich wird
durch die Isochinolin-1-Oxidoreduktase und Chinaldin-Oxi-
dase an C4 und durch Chinolin-2-Oxidoreduktase an C2
hydroxyliert.[72]

Vermutlich werden Organiker aber zögern, mit einem
biologischen System zu arbeiten und ein Syntheseproblem
biochemisch zu lösen. Im günstigsten Fall sorgt die Chemie für
billige Vorstufen und die optimale Isolierung des Produkts,
während der kritische Schritt von einem Enzym (oder einer
Enzymmischung) oder aber von ganzen Zellen katalysiert
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wird. Werden ganze Zellen benötigt, muû das Wachstum und
die Stammhaltung der Bakterien im Fermentationssystem
etabliert werden, die Bedingungen für die Biotransformation
müssen optimiert sein, und schlieûlich muû das Produkt der
Biotransformation von der Kulturbrühe abgetrennt werden.
Dagegen können isolierte Enzyme, die entweder in roher
oder in gereinigter Form, als lösliches Produkt oder in
immobilisiertem Zustand, zur Verfügung stehen, wie ein
chemischer Katalysator gehandhabt werden. Dennoch gibt es
einige Anwendungen der Biotransformation mit ganzen
Zellen, z. B. bei einem Prozeû der LONZA AG, bei dem 6-
Hydroxynicotinsäure durch regiospezifische Hydroxylierung
von Nicotinsäure mit einem natürlich vorkommenden Nico-
tinsäure-abbauenden Bakterium produziert wird.[121] Das
bakterielle Enzym, das Nicotinsäure hydroxyliert, ist eben-
falls eine molybdänhaltige Hydroxylase.

Die eher traditionellen Methoden der Biotransformation
mit ganzen Zellsystemen oder isolierten Biokatalysatoren
werden durch moderne Methoden der Molekularbiologie wie
Klonieren mit (heterologer) Expression des entsprechenden
¹Hydroxylaseª-Gens und Überproduktion des jeweiligen
Enzyms ergänzt. Diese Methoden werden sicher dazu bei-
tragen, daû Biotechnologie und Chemie in Zukunft eng
zusammenarbeiten werden.

6. Zusammenfassung und Ausblick

Der Stoffwechsel von Mikroorganismen, die in erster Linie
für den Kreislauf organischer Verbindungen in der Biosphäre
verantwortlich sind, ist sehr vielfältig. Die Wege, die Bakte-
rien zur Metabolisierung der verschiedenen Klassen organi-
scher Verbindungen nutzen, wurden und werden von zahlrei-
chen Arbeitsgruppen eingehend untersucht. Organische Sub-
stanzen können biologisch bis zur Mineralisation abgebaut
werden. Eine andere Möglichkeit ist die Biotransformation,
bei der die Grundstruktur der Verbindungen im Prinzip
erhalten bleibt. Durch Mineralisation einer organischen
Verbindung wird Kohlenstoff und Energie für das mikrobielle
Wachstum bereitgestellt. Bei cometabolischen Vorgängen
setzen Mikroorganismen in Gegenwart eines für ihr Wachs-
tum essentiellen Substrats ein anderes, für ihr Wachstum nicht
nutzbares Substrat um. Cometabolismus scheint bei Bio-
transformationen und Abbauprozessen organischer Materie
eine bedeutende Rolle zu spielen. Daher ist anzunehmen, daû
auch die N-Heterocyclen in der Natur cometabolisch umge-
setzt werden. Alle in diesem Aufsatz genannten Bakterien-
stämme wurden aus Erd- und Wasserproben angereichert und
isoliert, indem ihnen ein Chinolin als einzige Kohlenstoff- und
Energiequelle angeboten wurde. Auf diese Weise wurden
Stämme selektiert, die auf diesen Verbindungen wachsen
konnten.

Bei Untersuchungen an den so isolierten Bakterien wurden
vier aerobe Abbauwege für Chinolinderivate gefunden. In
einigen Fällen traten geringe Mengen an Nebenprodukten
(wahrscheinlich Produkte einer ¹Sackgasseª im Metabolis-
mus) in der Kulturbrühe auf, im allgemeinen verlief der
Abbau aber bis zur vollständigen Mineralisation. Bakterien
haben also mehrere effiziente Strategien entwickelt, um diese

N-Heterocyclen zu metabolisieren. Viele Abbauschritte sind
aber noch nicht detailliert verstanden.

Alle in einem Organismus ablaufenden biochemischen
Reaktionen werden von Enzymen gesteuert, die in der
Mehrzahl ausgesprochen selektiv sind. Enzyme arbeiten
prinzipiell ± je nach katalysierter Reaktion ± chemoselektiv,
regio- und stereoselektiv sowie enantioselektiv. Bei umfas-
senden Studien zum bakteriellen Abbau von Chinolin und
seinen Derivaten wurde eine Reihe interessanter Enzyme
gefunden, z. B. die molybdänhaltigen Hydroxylasen, die
regiospezifische Hydroxylierungen ihre(r)s jeweiligen N-he-
teroaromatischen Substrate(s) katalysieren. Darüber hinaus
wurden ungewöhnliche 2,4-Dioxygenasen entdeckt, die unter
Bildung von Kohlenmonoxid die Spaltung zweier C-C-Bin-
dungen katalysieren. Auch wenn über die Katalysatoren des
aeroben Abbaus N-heterocyclischer Verbindungen bereits
einiges bekannt ist, sind vor allem hinsichtlich des Mecha-
nismus enzymkatalysierter Reaktionen noch viele Fragen
offen. Daher wurde das auf physiologischer und biochemi-
scher Ebene begonnene Studium der bakteriellen Enzyme
durch biophysikalische Methoden wesentlich erweitert, so
daû ein tieferer Einblick in die Funktionsweise der redoxak-
tiven Zentren und Cofaktoren möglich wurde. Die Kristallisa-
tion von Enzymproteinen und ihre genetische Analyse sollen
dazu dienen, Strukturdaten mit Hilfe von Röntgenbeugungs-
mustern zu erhalten und die für katabolische Enzyme
kodierenden Gene zu identifizieren. Die zukünftige For-
schung sollte sich auûerdem auf Regulationsmechanismen
richten, die die Abbauwege steuern. Dadurch wird es viel-
leicht möglich, Stoffwechselprozesse auf molekularer Ebene
zu verstehen und eine Vorstellung über die Evolution von
¹Enzymfamilienª zu entwickeln. Ein praktischer Gesichts-
punkt bei der Erforschung von Katalysecyclen und Regula-
tionsmechanismen der Enzymsynthese und/oder -aktivität ist
die Abschätzung des Potentials von Biokatalysatoren ± ganzer
Zellsysteme oder isolierter Enzyme ± für den Einsatz in
biotechnologischen Prozessen.
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