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Summary 

The photorespiratory pathway is essential for organisms performing oxygenic 

photosynthesis in the present day O2-containing atmosphere. The occurrence of the plant-

like 2-phosphoglycolate-cycle in extant cyanobacteria indicated that not only genes of 

oxygenic photosynthesis but also genes encoding photorespiratory enzymes were 

endosymbiotically conveyed from ancient cyanobacteria to eukaryotic phototrophs. To 

analyze the origin of the plant photorespiration, BlastP searches were performed to select 

photorespiratory proteins in phototrophs using the Arabidopsis enzymes as template. 

Systematic phylogenetic analyses of the identified plant, algal, cyanobacterial and 

proteobacterial proteins showed that the phylogenetic origin of the plant and algal 2-

phosphoglycolate cycle is a mixture of enzymes with cyanobacterial or α-proteobacterial 

origin. However, the inclusion of the homologous proteins from the Glaucophyte Cyanophora 

paradoxa into the phylogenetic analysis revealed that initially more photorespiratory enzymes 

were obtained from cyanobacteria during the endosymbiotic event like the serine:glyoxylate 

aminotransferase, however, these genes were later replaced by the corresponding genes for 

enzymes from proteobacteria. On the other hand, some proteins which were initially acquired 

by Cyanophora from the cyanobacterial endosymbiont, were subsequently lost, e. g. 

glycerate kinase.  

In case of the hydroxypyruvate reductase, it was unknown which cyanobacterial 

enzyme catalyzes the hydroxypyruvate reducing step. Among cyanobacteria, phylogenetic 

studies identified three clusters of putative HPR proteins, which were subsequently 

biochemical analyzed. The HPR1-like protein of Cyanothece showed the closest sequence 

and biochemical similarity to the plant AtHPR1. Additional HPR-like proteins were found in 

other cyanobacterial strains. The Nostoc protein All8087, which clusters also closely to the 

plant HPR1, is characterized by a very low Km value for hydroxypyruvate, whereas the 

Slr1556 protein from Synechocystis had the highest vmax with hydroxypyruvate. However, 

further investigations are needed to confirm the functionality of these enzymes during 

photorespiration in cyanobacteria. 

Although it was shown that the 2-phosphoglycolate metabolism in cyanobacteria and 

algae is essential despite an active CCM, the organization and biochemistry differs to that of 

land plants. The most interesting difference was found regarding the glycolate oxidizing step. 

Whereas in plants this reaction is catalyzed by a glycolate oxidase, cyanobacteria and most 

green algae prefer a NAD-depending glycolate dehydrogenase. Unexpectedly, BlastP 

searches with the Arabidopsis glycolate oxidase 2 identified several glycolate-oxidase-like 
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proteins in the genomes of nitrogen-fixing cyanobacteria like Nostoc and some algae, like the 

green alga Chlamydomonas reinhardtii. Recent database searches showed that also the 

genome of the red alga Cyanidioschyzon merolae encodes for a putative glycolate oxidase, 

which contains in contrast to the enzymes of Nostoc and Chlamydomonas an active site 

similar to that of Arabidopsis glycolate oxidase 2. The phylogenetic tree of the plant glycolate 

oxidase indicated a cyanobacterial origin of these proteins in land plants and algae. 

Biochemical investigations of selected proteins revealed that the enzymes from Nostoc and 

Chlamydomonas are rather lactate oxidases whereas the enzyme of Cyanidioschyzon most 

probably catalyzes the photorespiratory oxidation of glycolate to glyoxylate. In contrast to the 

established opinion that active glycolate oxidases evolved lately during the land settlement of 

plants, our results verifying the presence of a glycolate oxidase in all three lines of the 

Archaeplastida provide evidence that this protein evolved already in the protoalga. 
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Zusammenfassung 

Die Evolution der oxygenen Photosynthese und der damit verbundene Anstieg der 

O2-Konzentration in der Atmosphäre wies dem photorespiratorischen Metabolismus in allen 

phototrophen Organismen eine essentielle Rolle zu. Das Vorkommen eines Pflanzen-

ähnlichen 2-Phosphoglykolat-Zyklus in heutigen Cyanobakterien ließ zunächst vermuten, 

dass ähnlich, wie die Proteine der Photosynthese auch die photorespiratorischen Proteine 

der Landpflanzen und Algen das Ergebnis des endosymbiontischen Gentransfers ausgehend 

von der Aufnahme eines cyanobakteriellen Endosymbionten sind. Um diese Annahme zu 

untersuchen, wurden mittels BlastP-Analysen, ausgehend von den photorespiratorischen 

Proteinen aus Arabidopsis ähnliche Proteine aus Landpflanzen, Algen, Cyanobakterien und 

Proteobakterien in Datenbanken identifiziert. Diese Proteinsequenzen wurden zur Erstellung 

phylogenetischer Stammbäume genutzt und zeigten, dass die phylogenetische Herkunft der 

Proteine des 2-Phosphoglykolat-Zyklus ein Mix aus cyanobakteriellen und α-

proteobakteriellen Enzymen ist. Die Einbeziehung der homologen Proteine aus der 

Glaucophyta Cyanophora paradoxa zeigte außerdem, dass anfangs mehr 

photorespiratorische Proteine während der Endosymbiose mit einem Cyanobakterium 

übertragen wurden (z. Bsp. Serin:Glyoxylat-Aminotransferase). Einige dieser Proteine 

wurden jedoch im weiteren Verlauf der Evolution in den Genomen der Roten- und Grünen-

Plastiden-Linie durch proteobakterielle Homologe ersetzt. Im Gegensatz dazu, gingen 

andere cyanobakterielle Proteine, die aufgrund des endosymbiontischen Gentransfers 

zunächst Bestandteil des 2-Phosphoglykolat-Zyklus von Protoalgen wurden, bei Cyanophora 

wieder verloren (z. Bsp. Glycerat-3-Kinase).  

In Cyanobakterien konnte bis jetzt noch keine photorespiratorische HPR funktionell 

charakterisiert werden. BlastP-Analysen ausgehend von der Arabidopsis HPR1 identifizierten 

einige cyanobakterielle Kandidaten-Proteine. Davon zeigte das HPR-ähnliche Protein aus 

Cyanothece sowohl die größte Sequenzähnlichkeit zur Arabidopsis HPR1, als auch ähnliche 

biochemische Eigenschaften. Biochemische Untersuchungen der heterolog exprimierten 

HPR1-ähnlichen Proteine aus Synechocystis und Nostoc Slr2123 und All8087 zeigten eine 

deutliche, aber verglichen mit der Arabidopsis HPR1 geringere Aktivität mit Hydroxypyruvat. 

Beide Proteine katalysieren neben der Umsetzung von Hydroxypyruvat auch die Reduktion 

von Glyoxylat. Bei einer ähnlich hohen maximalen Reaktionsgeschwindigkeit für die 

Reduktion dieser beiden Substrate, deuten aber die Km-Werte auf die Bevorzugung von 

Hydroxypyruvat gegenüber Glyoxylat, so dass diese Proteine weiterhin als HPR1-

Kandidaten in Cyanobakterien angesehen werden können. Weitere Untersuchungen sind 
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jedoch notwendig, um die Funktionalität dieser Proteine in den Cyanobakterien während der 

Photorespiration abschließend zu klären.  

Es konnte gezeigt werden, dass sowohl in Cyanobakterien als auch in Grünalgen der 

2-Phophoglykolat-Metabolismus trotz eines aktiven CO2-Kozentrierungs-Mechanismus 

essentiell ist. Jedoch unterscheiden sich sowohl Aufbau, als auch Biochemie des 2-

Phosphoglykolat-Zyklus in diesen Mikroorganismen von dem der Landpflanzen. Einer der 

wichtigsten Unterschiede besteht in der Nutzung verschiedener Glykolat-oxidierender 

Enzyme. Während in Landpflanzen und einigen Streptophyta-Algen die Umsetzung von 

Glykolat durch eine Glykolat-Oxidase katalysiert wird, nutzen Cyanobakterien und Grünalgen 

für die Glykolat-Oxidation eine NAD-abhängige Glykolat-Dehydrogenase. Eine 

Datenbanksuche identifizierte jedoch Glykolat-Oxidase-ähnliche Proteine in Genomen von 

stickstofffixierenden Cyanobakterien, wie Nostoc und Grünalgen, wie Chlamydomonas 

reinhardtii. Zusätzlich konnte gezeigt werden, dass auch die Genome der Rotalge 

Cyanidioschyzon merolae und der Glaucophyta Cyanophora paradoxa Glykolat-Oxidase-

ähnliche Proteine kodieren, dessen aktives Zentrum im Gegensatz zum Chlamydomonas 

Protein dem der Arabidopsis Glykolat-Oxidase 2 entspricht. Der phylogenetische 

Stammbaum der pflanzlichen Glykolat-Oxidasen bestätigte ferner einen cyanobakteriellen 

Ursprung dieses Proteins in Landpflanzen und Algen. Weitere biochemische Analysen 

zeigten, dass es sich bei den Enzymen aus Nostoc und Chlamydomonas eher um Laktat-

Oxidasen handelt, während das Protein aus der Rotalge Cyanidioschyzon wahrscheinlich die 

photorespiratorische Oxidation von Glykolat katalysiert. Die Präsenz einer Glykolat-Oxidase 

in allen drei Linien der Archaeplastida deutet, anders als bisher vermutet, auf die frühe 

Entstehung einer photorespiratorischen Glykolat-Oxidase in der durch primäre 

Endosymbiose entstandenen Protoalge und nicht erst in den Landpflanzen hin. 
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1. Einleitung  

Mit einem Anteil von ~21% ist Sauerstoff nach Stickstoff das häufigste Gas der 

modernen Erdatmosphäre. Zu Beginn der Erdgeschichte vor über 3500 Millionen Jahren, 

lange bevor die oxygene Photosynthese entstand, war die Atmosphäre jedoch anaerob und 

enthielt hohe Anteile der Treibhausgase Methan und Kohlenstoffdioxid (Kasting 2005). Erst 

die Evolution von Cyanobakterien und den daraus abgeleiteten Algen und Landpflanzen 

veränderte die Gasatmosphäre der Erde. Allen diesen Organismengruppen ist es möglich, 

durch die Kombination eines manganhaltigen Photosystems II (PSII) mit weiteren 

Membrankomplexen oxygene Photosynthese zu betreiben. Dabei wird Lichtenergie genutzt, 

um anorganischen Kohlenstoff in Form von CO2 zu fixieren und daraus die Grundbausteine 

organischer Kohlenstoffverbindungen zu bilden. Für diesen Photosynthesetyp dient Wasser 

als Elektronendonor, bei dessen Spaltung am PSII als Nebenprodukt Sauerstoff freigesetzt 

wird. Die Produkte der oxygenen Photosynthese, Sauerstoff und organischer Kohlenstoff 

bilden die Grundlage für das Leben auf der Erde, wie wir es heute kennen.  

Sauerstoff ist aber auch ein hochreaktives Molekül. Für viele Enzyme, wie zum 

Beispiel für die Nitrogenase, das Hauptenzym der Stickstofffixierung, wirkt Sauerstoff 

inhibierend (Fay 1992). Auch das wichtigste Enzym der Kohlenstofffixierung, die Ribulose-

1,5-Bisphosphat-Carboxylase/Oxygenase (Rubisco), zeigt neben der CO2-Bindung zur 

Kohlenhydratsynthese eine Nebenreaktion mit Sauerstoff. Das, aus der Rubisco-Oxygenase-

Reaktion resultierende 2-Phosphoglykolat (2PG), wirkt inhibierend auf zahlreiche, an der 

Photosynthese beteiligten Enzyme (Husic et al. 1987; Norman and Colman 1991). Die 

Evolution und Etablierung der oxygenen Photosynthese erforderte somit die Co-Evolution 

Sauerstoff-entgiftender Proteine und Synthesewege, um die aus der Reaktion mit Sauerstoff 

entstandenen toxischen Intermediate abzubauen (Kirschvink and Kopp 2008; Lorimer and 

Andrews 1973; Wickramasinghe and Ville 1975). Für den Abbau von 2PG nutzen oxygene 

Phototrophe den photorespiratorischen 2PG-Zyklus, auch C2-Zyklus genannt (Lorimer and 

Andrews 1973; Tolbert 1997).  

1.1 Die Evolution der oxygenen Photosynthese ist gekoppelt an die Entstehung 

der Cyanobakterien 

Die Umsetzung von Lichtenergie in chemische Energie bei der Photosynthese findet 

an membrangebundenen Pigment-Proteinkomplexen statt. Das gewonnene ATP und die 

Reduktionsäquivalente in Form von NADPH werden hauptsächlich im gekoppelten Calvin-

Benson-Zyklus für die Fixierung von CO2 benötigt. Aber auch viele weitere reduktive 
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Reaktionen im Chloroplast, z.B. Fettsäurebiosynthese, Nitrit- und Sulfatreduktion nutzen 

diese Energiequellen. Die ersten phototrophen Organismen waren Bakterien mit nur einem 

Photosystem (Allen and Martin 2007). Alle Bakterien mit nur einem Photosystem betreiben 

eine anoxygene Photosynthese, d.h. sie produzieren keinen Sauerstoff. Das liegt daran, 

dass diese Organismen nicht Wasser sondern andere Verbindungen als Elektronendonator 

nutzen, wie z.B. Wasserstoff, Fe2+, Schwefelverbindungen oder vielfach organische Moleküle 

(Canfield 1998 und darin zitierte Quellen). Sie besitzen entweder ein Photosystem des Typs 

II, allerdings ohne Manganzentrum, wie Purpurbakterien (z. Bsp. Rhodopseudomonas 

palustris) und Grüne Nicht-Schwefelbakterien oder ein Photosystem des Typs I wie Grüne 

Schwefelbakterien (z. Bsp. Chlorobium tepidum) und Heliobakterien (Allen and Martin 2007; 

Oh-oka 2007). Bei genauerer Betrachtung der Photosysteme fiel auf, dass diese sich sehr 

ähneln. Phylogenetische und strukturbiologische Untersuchungen zeigten, dass beide 

Photosysteme aus einem gemeinsamen Vorläufer entstanden sind. Vermutlich konnten sich 

nach Verdopplung des Gen-Clusters eines Ur-Photosystems die Strukturen in verschiedenen 

Linien weiter differenzieren (Allen and Martin 2007; Jones 2007; Nelson and Yocum 2006; 

Schubert et al. 1998). Dabei diente wahrscheinlich ein PSII-ähnliches System als Prototyp 

(Baymann et al. 2001; Mulkidjanian et al. 2006). Die Verteilung der Photosystemtypen 

innerhalb der Prokaryoten kann nicht alleine durch einen vertikalen Transfer erklärt werden, 

da deren Vorkommen nicht mit den verwandtschaftlichen Beziehungen der unterschiedlichen 

phototrophen Bakterien korreliert (Gupta 2003). Wahrscheinlicher ist, dass die Gen-Cluster, 

die für das eine oder andere Photosystem codieren, durch horizontalen Gentransfer, also 

über die Artgrenzen hinaus, zwischen den verschiedenen Bakteriengruppen übertragen und 

ausgetauscht wurden (Mulkidjanian et al. 2006; Blankenship 2010). 

Cyanobakterien sind die einzige prokaryotische Lebensform, in der Photosysteme 

beider Typen vorkommen. Eine Erklärung dafür liefern zwei unterschiedliche evolutionäre 

Szenarien (Allen and Martin 2007). Zum einen hat eine Zelle, die bereits ein PSI enthielt die 

Gene für ein PSII durch horizontalen Gentransfer erworben (Baymann et al. 2001; Olson and 

Blankenship 2004) oder umgekehrt (Xiong et al. 2000). Das zweite Szenarium geht von 

einem Ur-Cyanobakterium aus, in dem beide Photosysteme durch Genduplikation innerhalb 

einer Zelle evolviert sind. Vermutlich waren diese zunächst nicht durch eine Elektronenkette 

verbunden, sondern je nach Umweltbedingungen (z. Bsp. nach Art verfügbarer 

Elektronendonatoren) wurde das eine oder das andere Photosystem genutzt (Allen 2005; 

Mulkidjanian et al. 2006). Das Vorkommen nur eines Photosystems in phototrophen 

Bakterien, wie den Purpurbakterien ist demnach durch Verlust eines Gen-Clusters für das 

andere Photosystem, bzw. durch die Aufnahme nur eines dieser Photosysteme über 

horizontalen Gentransfer begründet (Allen and Martin 2007; Mulkidjanian et al. 2006). 

Unabhängig davon, welches Szenarium die Kombination von PSI und PSII in der Ur-
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Cyanobakterienzelle korrekt darstellt, fand die Evolution des wasserspaltenden Mangan-

Komplexes am PSII und die Verbindung der Photosysteme durch eine Elektrontransportkette 

für die oxygene Photosynthese erst danach statt (Allen and Martin 2007; Blankenship and 

Hartman 1998; Blankenship 2010; Olson and Blankenship 2004).  

Es ist generell anerkannt, dass der Prozess der oxygenen Photosynthese in 

Cyanobakterien entstanden ist. Dieser Photosynthesetyp, der als einziger das weitverbreitete 

Wasser als Elektronenquelle nutzen kann, sowie die Fähigkeit molekularen Stickstoff zu 

fixieren, sind Gründe für den globalen Erfolg der Cyanobakterien. Moderne Cyanobakterien 

sind in nahezu allen ökologischen Nischen zu finden (z. Bsp. Garcia-Pichel et al. 2001; 

Nübel et al. 2000). Unklar ist nach wie vor, wann die oxygene Photosynthese tatsächlich 

entstand. Unbestritten ist, dass das Auftreten von Cyanobakterien in der Erdgeschichte und 

oxygene Photosynthese eng gekoppelt sind. Die vermutlich ältesten cyanobakteriellen 

Fossilien stammen von Stromatolithen aus West-Australien und scheinen die Evolution der 

ersten Cyanobakterien auf über 3500 Millionen Jahre vor unserer Zeit zu datieren (Awramik 

1992; Golubic and Lee 1999; Schopf and Packer 1987). Allerdings ist die Zuordnung der 

Fossilien umstritten. Unabhängige Datierungen, basierend auf molekularen und 

biochemischen Merkmalen, z. Bsp. auf Photosynthesepigmente und deren Abbauprodukte, 

unterstützen die Fossilienfunde nur teilweise (Björn and Govindjee 2009; Olson and 

Blankenship 2004). Ein indirektes Argument für eine frühe Evolution von Cyanobakterien 

entstammt dem sicheren Nachweis von Heterocysten. Das sind spezialisierte Zellen mit 

dicken Zellwänden zur Stickstofffixierung in einer O2-haltigen Umgebung. Die Kombination 

von paläontologischen, geologischen und phylogenetischen Daten spricht für die sichere 

Existenz von Heterocysten bereits im Präkambrium vor 2300 Millionen Jahren. Da 

Heterocysten-bildende Cyanobakterien sich als letzte Gruppe im Cyanobakterien-

stammbaum abspalteten und erst entstanden sein können, als bereits signifikante Mengen 

an, von Cyanobakterien durch oxygene Photosynthese produziertem O2 in der Atmosphäre 

vorlagen. Demzufolge müssen die ursprünglichen Cyanobakterien erheblich älter als 2300 

Millionen Jahre sein (Tomitani et al. 2006). Alternativ wird das Auftreten von Cyanobakterien 

durch geologische Verbindungen (v.a. Mangan- und Eisenformationen, aber auch 

Kohlenstoffisotopenverteilungen), die nur in Gegenwart von Sauerstoff, d.h. durch oxygene 

Photosynthese entstanden sein können, datiert. Diese Marker zeigen, dass freier Sauerstoff 

mindestens vor 2300 bis 2500 Millionen Jahren in der Atmosphäre akkumulierte (Olson and 

Blankenship 2004 und darin zitierte Quellen). Somit schwanken die Angaben für die Existenz 

von Cyanobakterien zwischen 2300 bis 3000 Millionen Jahren. Viele Befunde sprechen 

jedoch für eine sehr frühe Evolution von Cyanobakterien ca. 3000 Millionen Jahre vor heute 

(Kirschvink and Kopp 2008).  
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1.2 Der Vorgänger der Chloroplasten phototropher Eukaryoten war ein stickstoff-

fixierender β-Cyanobakterium-ähnlicher Endosymbiont 

Die sehr lange Evolutionsgeschichte gab den Cyanobakterien Zeit für die Ausbildung 

einer hohen Biodiversität, die sich in zahlreichen morphologischen und physiologischen 

Anpassungen heute vorkommender Stämme widerspiegelt. Das morphologische Spektrum 

reicht von einfachen kokkalen Zellen bis hin zu verzweigten, filamentbildenden Vertretern mit 

differenzierten Zellen (z. Bsp. Heterocysten und Akineten) (Rippka et al. 1979). Die 

physiologische als auch morphologische Diversität zeigt sich auch in den Größen 

sequenzierter Cyanobakterien-Genome, die von 1,6 Mbp (Prochlorococcus sp. Stamm 

MIT9301) bis zu 9,7 Mbp (Nostoc punctiforme Stamm ATCC 29133) reichen 

(http://genome.kazusa.or.jp/cyanobase/). Die Einteilung der Cyanobakterien erfolgte in der 

Vergangenheit oft aufgrund ihrer morphologischen und physiologischen Eigenschaften 

(Rippka et al. 1979). Jedoch zeigten Phylogenien unter Nutzung bestimmter Markergene 

(16S rRNA, 23S rRNA, nifH ,rbcL , rpoB, usw.) starke Abweichungen, bzw. differenziertere 

Aufspaltungen, so dass die Taxonomie der Cyanobakterien in einem derzeitig völlig unklaren 

Zustand ist und einer Neudefinition bedarf (Gugger and Hoffmann 2004; Henson et al. 2004; 

Honda et al. 1999; Rajaniemi et al. 2005; Turner et al. 2001). Molekulare Phylogenien 

zeigten außerdem, dass sich die Cyanobakterien schon sehr früh in mehrere Gruppen 

aufgespalten haben. Auch das Merkmal „filamentös“, bzw. „kokkal“ ist von geringem Wert, da 

anders als bisher angenommen, einfache kokkale Nicht-Stickstofffixierer von komplexeren, 

fadenförmigen und zum Teil stickstofffixierenden Cyanobakterien abgeleitet sind (Cavalier-

Smith 2010; Gupta and Mathews 2010).   

Innerhalb der heutigen Cyanobakterien lassen sich zwei große Gruppen 

unterscheiden. Diese haben unterschiedliche Kohlenstoff-Konzentrierungs-Proteine (siehe 

unten) erworben und damit korreliert, besitzen sie entweder die Form Ia oder Ib von Rubisco 

(Hess et al. 2001). Ausgehend von der Rubisco-Form werden die Cyanobakterien heute in α- 

bzw. β-Cyanobakterien unterteilt (Badger et al. 2006). Eine verlässliche Einteilung der 

Cyanobakterien erfolgte für 44 cyanobakterielle Stämme mit vollständig sequenzierten 

Genomen. Dabei wurden Proteine genutzt, die für bestimmte Cyanobakteriengruppen 

spezifisch sind. Auf Grundlage dieser Signatur-Proteine konnte eine Phylogenie erstellt 

werden, die im Wesentlichen die Einteilung in α- und β-Cyanobakterien widerspiegelt 

(Abbildung 1; Gupta and Mathews 2010). Wie in vielen anderen Analysen befinden sich an 

der Basis des phylogenetischen Stammbaums Gloeobacter violacens, das einzige 

Cyanobakterium ohne Thylakoidmembranen und zwei thermophile Synechococcus-Stämme 

(JA-3-3Ab und JA2-3-B’a). Die ursprünglichen Stämme werden als Clade A 

zusammengefasst. Die Clade A-Stämme besitzen Rubisco Typ 1b und β-Carboxysomen. 
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Davon abgeleitet sind Cyanobakterien der Klassen Nostocales, Chroococcales und 

Oscillatoriales, die zusammen die Clade B bilden. Diese morphologisch und physiologisch 

sehr diverse Gruppe enthält ausnahmslos Vertreter der β-Cyanobakterien, von denen einige 

N2 fixieren können. Die Schwestergruppe (Clade C) dazu bilden marine, einzellige 

Cyanobakterien, die ausschließlich die Rubisco-Form Ia enthalten und somit den α-

Cyanobakterien zuzuordnen sind. Diese Gruppe beinhaltet nur picoplanktische Vertreter der 

Synechococcen und Prochlorococcen. Dabei bilden Prochlorococcus-Stämme die am 

weitesten abgeleitete Gruppe, die entsprechend ihrer Anpassung an Lichtbedingungen und 

dem damit verbundenen variierendem Chlorophyll b/a2-Verhältnis weiter unterteilt werden 

können (Abbildung 1; Gupta and Mathews 2010). Ein Cyanobakterium, welches den 

heutigen stickstofffixierenden Vertretern der Clade B ähnelte, spielte eine entscheidende 

Rolle in der Evolution der Algen und Landpflanzen (Deusch et al. 2008; Falcon et al. 2010).  

Schon sehr früh ist den Wissenschaftlern Schimper und Mereschkowsky durch 

alleinige Betrachtung im Lichtmikroskop die Ähnlichkeit zwischen den Chloroplasten der 

phototrophen Eukaryoten, Pflanzen bzw. Algen und den Cyanobakterien aufgefallen. 

Schimper formulierte 1883 die erste Version der Endosymbiontentheorie, welche 1905 

erneut von dem russischen Wissenschaftler Mereschkowsky aufgegriffen wurde. Nach der 

Endosymbiontentheorie ist der Vorgänger aller phototrophen Eukaryoten durch Aufnahme 

und stabile Etablierung eines Cyanobakterien-ähnlichen Endosymbionten durch einen 

einzelligen heterotrophen Eukaryoten entstanden (Mereschkowsky 1905; Schimper 1883). 

Die Endosymbiontentheorie konnte in den letzten 100 Jahren vor allem durch 

molekularbiologische Untersuchungen weitgehend bestätigt werden (Bonen and Doolittle 

1976; Sagan 1967). Ein gewichtiges Argument liefert die Monophylie cyanobakterieller 

Proteine und Proteine, die im pflanzlichen Chloroplast codiert sind (Deusch et al. 2008; 

Ishikawa et al. 2009; Martin et al. 2002; Moreira et al. 2000; Reith and Munholland 1995; 

Rousseau-Gueutin et al. 2011; Sasaki and Sato 2010; Vesteg et al. 2009). Ferner konnte in 

Genomvergleichen zwischen Pflanzen und Cyanobakterien gezeigt werden, dass es sich bei 

dem damals aufgenommenen Prokaryoten wahrscheinlich um ein stickstofffixierendes β-

Cyanobakterium handelte (Deusch et al. 2008). 
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Abbildung 1. Phylogenie moderner Cyanobakterien. Der Baum basiert auf einer 
Maximum-Likelihood-Analyse von Markerproteinen von 44 cyanobakteriellen Genomen (aus 
Gupta and Mathews 2010). 

1.3 Während der primären Endosymbiose wurden zahlreiche cyanobakterielle 

Gene in das Genom des phototrophen Eukaryoten übertragen 

Der erste Schritt in der Evolution der Eukaryoten war vermutlich die Fusion zwischen 

einem Archaea-Bakterium und einem α-proteobakteriellen Endosymbionten. Diese 

Endosymbiose führte letztlich zur Bildung des Mitochondriums aller Eukaryoten (Bonen 

2006; Cavalier-Smith 2006; Esser et al. 2004; Gray et al. 2001). Während über die Art und 

auch die Monophylie der ur-eukaryotischen Wirtszelle diskutiert wird (Cox et al. 2008; 

Embley and Martin 2006; Gribaldo et al. 2010; Lombard et al. 2012), bestätigen 

Genomvergleiche die Abstammung aller Mitochondrien von einem α-Proteobakterium des 

heutigen SAR11-Clusters (Thrash et al. 2011). Die Existenz von anaeroben Vertretern an der 



Einleitung 7 

 
Basis in allen Domänen des Lebens (Archaea, Bacteria, Eukaryota) spricht auch für eine 

frühe Entstehung der Eukaryoten unter anoxischen Bedingungen (Dietrich et al. 2006; Van 

Der Giezen and Lenton 2012).  

 

 

Abbildung 2. Entstehung der Plastiden durch primäre und sekundäre Endosymbiose. 
Endosymbiontischer Gentransfer ist durch Pfeile und die Farben der Chromosomen 
dargestellt. Abgebildet ist nur die sekundäre Endosymbiose mit einer Rotalge (verändert 
nach Bhattacharya et al. 2004). 

 

Phylogenetische Untersuchungen unter Einbeziehung einer molekularen Uhr zeigen, 

dass die primäre Aufnahme eines Cyanobakteriums als Chloroplastenvorläufer durch die 

eukaryotische Wirtszelle vor ca. 1500 Millionen Jahren stattfand (Yoon et al. 2004). Diese 

Ur-Pflanze bildete den gemeinsamen Vorgänger der drei Archaeplastida-Linien der 

Glaucophyta, Rhodophyta (Rotalgen) und Chlorophyta (Grünalgen), inklusive der daraus 
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resultierenden Streptophyta (Landpflanzen) (Ball et al. 2011; Deschamps et al. 2008; Moreira 

et al. 2000; Price et al. 2012; Yoon et al. 2004). Die Endosymbiose mit einem 

Cyanobakterium ermöglichte es der Wirtszelle Lichtenergie zur Fixierung anorganischen 

Kohlenstoffs zu nutzen. Neben der Etablierung der photoautotrophen Lebensweise spielte 

wahrscheinlich auch der stickstofffixierende Apparat des Cyanobakteriums für die 

fortlaufende Existenz der Endosymbiose eine entscheidende Rolle (Deusch et al. 2008; 

Falcon et al. 2010). Allerdings scheint die Fähigkeit zur N2-Fixierung schon vor der 

Differenzierung der Protoalgen verloren gegangen zu sein. Im weiteren Verlauf der 

Endosymbiose verlor der cyanobakterielle Endosymbiont seine Autonomie und wurde von 

der Wirtszelle "versklavt" (Abbildung 2) (Bhattacharya et al. 2007; Gould et al. 2008; Nowack 

et al. 2008; Weber and Osteryoung 2010). Durch den Transfer cyanobakterieller Gene in den 

Kern des Wirts, auch als endosymbiontischer Gentransfer (EGT) bezeichnet, wurde die 

Proteinausstattung des Endosymbionten zunehmend vom Wirt kontrolliert. Allerdings 

mussten die Proteine, die durch solche transferierten Gene codiert wurden, anschließend 

wieder in den Endosymbionten transportiert werden, d.h. die Evolution von 

Transportprozessen war ein wesentlicher Teil der Endosymbiose (Weber and Osteryoung 

2010). Das Ergebnis der primären Endosymbiose ist ein Photosynthese-betreibender Ur-

Eukaryot mit Genen cyanobakteriellen Ursprungs im Kerngenom und einem stark 

reduzierten plastidären Genom (Abbildung 2) (Weber and Osteryoung 2010). Während das 

Genom des stickstofffixierenden β-Cyanobakteriums Nostoc sp. PCC 7120 für 5368 Proteine 

codiert, sind im bisher größten chloroplastidären Genom der Rotalge Porphyra purpurea nur 

noch 251 Proteine kodiert (Kaneko et al. 2001; Reith and Munholland 1995). Neben 

Proteinen für die Photosynthese wurden weitere cyanobakterielle Gene erworben, die im 

Wirt vielfältige Funktionen haben (Andersson 2005; Frommolt et al. 2008; Weber and 

Osteryoung 2010). Der cyanobakterielle "Fußabdruck" kann in allen phototrophen 

Eukaryoten nachgewiesen werden und ist ein Beleg für die hohe Anzahl der, während der 

primären Endosymbiose transferierten Gene (Deusch et al. 2008; Martin et al. 2002; Price et 

al. 2012; Reyes-Prieto et al. 2006).  

In den letzten zehn Jahren konnten zahlreiche Genome von Landpflanzen, wie 

Arabidopsis thaliana (Kaul et al. 2000) oder Physcomitrella patens (Rensing et al. 2008), und 

Algen, wie der Rotalge Cyanidioschyzon merolae (Matsuzaki et al. 2004) oder der Grünalge 

Chlamydomonas reinhardtii (Merchant et al. 2007), sequenziert werden. Kürzlich konnte 

auch das Genom von Cyanophora paradoxa, einem Vertreter der nur ca. 30 Arten 

umfassendenen Glaucophyta, entschlüsselt werden (Price et al. 2012). Vergleichende 

Genomanalysen haben gezeigt, dass der Anteil der vom cyanobakteriellen Endosymbionten 

stammenden Gene zwischen Vertretern der drei Linien mit primären Plastiden schwankt 

(Price et al. 2012). Konnten für Arabidopsis noch 18% Protein-kodierende Gene mit 
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cyanobakteriellen Ursprungs identifiziert werden (Martin et al. 2002), so zeigt sich für 

Chlamydomonas mit 6% und für Cyanophora und Cyanidioschyzon mit 7% ein geringerer 

Anteil Protein-kodierender Gene mit der höchsten Ähnlichkeit zu cyanobakteriellen 

Homologen (Moustafa et al. 2009; Price et al. 2012; Sato et al. 2005). Die Funktion der 

cyanobakteriellen Proteine in den Genomen von Pflanzen und Algen ist oft an die 

Photosynthese und die Fixierung anorganischen Kohlenstoffs gebunden (Reyes-Prieto et al. 

2006). Auch Gene, die nicht an die Photosynthese geknüpft sind, wurden im Kern der 

Wirtszelle nachgewiesen, wie die Phosphoglycerat-Kinase (Brinkmann and Martin 1996). Die 

Genomanalysen vieler Algen und auch Landpflanzen haben die Monophylie der 

Archaeplastida bestätigt. Aufgrund vieler rudimentärer Eigenschaften der Glaucophyta, die 

auch in Cyanobakterien vorkommen (z. Bsp. Peptidoglycanhülle um den Chloroplasten; 

Löffelhardt et al. 1997), wird diese Gruppe in der Literatur oft als "lebendes Fossil" 

angesehen. Die Genomsequenz eines Vertreters der Glaucophyta, Cyanophora paradoxa, 

bekräftigte die frühe Abspaltung dieser Gruppe nach der primären Endosymbiose und deren 

Stellung an der Basis des Stammbaums der Archaeplastida (Price et al. 2012).  

Aus der Gruppe der durch primäre Endosymbiose entstandenen phototrophen 

Eukaryoten bildeten Rot- und Grünalgen den Ausgangspunkt für mindestens drei 

unabhängige sekundäre Endosymbiosen (zusammengefasst in Keeling 2004). Eine dieser 

sekundären Endosymbiosen basiert auf der Aufnahme einer Rotalge durch einen 

heterotrophen Eukaryoten vor ca. 1300 Millionen Jahren, die zu der Entstehung des 

gemeinsamen Vorläufers der Chromalveolata-Supergruppe führte (Abbildung 2) 

(Janoušíkovec et al. 2010; Keeling 2004; Yoon et al. 2004). Vertreter dieser Gruppe sind 

Braunalgen, Diatomeen und auch parasitäre Lebensformen mit einem stark reduzierten oder 

verloren gegangenen Plastiden (Keeling 2004). Auch nach der Entstehung dieser 

sekundären Plastiden wurden weitere plastidäre Gene in das Wirtsgenom durch EGT 

übertragen. Als Ergebnisse können in den Genomen der Chromalveolaten neben Genen des 

Rotalgen-Endosymbionten auch Gene des ursprünglichen cyanobakteriellen 

Endosymbionten nachgewiesen werden (Abbildung 2) (Bhattacharya et al. 2004). 

1.4 Steigende O2/CO2-Raten der Atmosphäre führen zu vermehrten Bildung von 2-

Phosphoglykolat durch die Oxygenase-Aktivität der Rubisco 

Alle oxygenen Phototrophen nutzen den Calvin-Benson-Zyklus zur CO2-Fixierung mit 

Rubisco Typ I als Eingangsenzym. Die Phylogenie der pflanzlichen Rubisco, das am 

häufigsten auf der Erde vorkommenden Protein, kann bis zur primären Endosymbiose mit 

einem β-Cyanobakterium zurückverfolgt werden (Delwiche and Palmer 1996). Neben dem 



Einleitung 10 

 
Abbildung 3. Modell des CCM's in 
Cyanobakterien. Dargestellt ist die Auf-
nahme anorganischen Kohlenstoffs in Form 
von CO2 und HCO3

- durch High- und Low-
Affinity Transportsysteme am Plasma-
lemma und/oder der Thylakoidmembran, 
sowie die Akkumulation und Umwandlung 
von HCO3

- im Carboxysom (verändert nach 
Giordano et al. 2005) 

 

 

 

 

 

 

pflanzlichen Typ I Rubisco werden noch zwei weitere Rubisco-Formen als CO2-fixierende 

Enzyme verwendet. Alle Rubisco's der Typen I, II und III können nicht strikt zwischen O2 und 

CO2 unterscheiden. Allerdings schwankt die Fähigkeit dieser Rubisco-Formen in ihrem 

Diskriminierungsfaktor, d.h. der Fähigkeit CO2 stark vor O2 zu bevorzugen, art- und 

enzymtypspezifisch sehr weit (Tabita et al. 2007). Demzufolge katalysiert Rubisco zwei 

Reaktionen: die Carboxylierung von Ribulose-1,5-bisphosphat mit CO2, wodurch zwei 

Moleküle 3-Phosphoglycerat (3PGA) entstehen, und die Oxygenierung von Ribulose-1,5-

bisphosphat mit O2, wobei neben 3PGA auch das toxische Intermediat 2PG entsteht. Die 

Akzeptanz der beiden Substrate CO2 und O2 durch Rubisco (Tabita et al. 2007) stellte ein 

zunehmendes Problem in einer O2-reichen und CO2-armen Atmosphäre dar. Landpflanzen, 

Algen und Cyanobakterien haben verschieden Mechanismen entwickelt, um das Problem 

der steigenden Oxygenierung mit steigendem O2- und sinkenden CO2-Konzentration zu 

minimieren. In Algen und Cyanobakterien entstanden verschiedene Kohlenstoff-

Konzentrierungs-Mechanismen (CCM), die CO2 in räumlicher Nähe zu Rubisco anreichern, 

um so die Oxygenierungsreaktion der Rubisco zu unterdrücken (Badger et al. 2006; 

Giordano et al. 2005; Kaplan and Reinhold 1999; Raven et al. 2012) (Abbildung 3). Diese 

CCMs nutzen häufig hoch effiziente CO2- oder Hydrogencarbonat-Aufnahmesysteme, 

welche Hydrogencarbonat ins Zytosol transportieren und anreichern (biophysikalischer CCM; 

Abbildung 3). In anderen CCM's wird CO2 an organische Zwischenakzeptoren wie Malat 

gebunden und akkumuliert (biochemischer CCM in C4-Pfanzen). In allen Fällen liegt Rubisco 

in speziellen Kompartimenten vor, in denen der zuvor akkumulierte Kohlenstoff in Form von 
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CO2 freigesetzt und angereichert wird. Im Falle der Cyanobakterien findet das im 

Carboxysom statt, in die das aufgenommene Hydrogencarbonat durch kleine Poren der 

Proteinhülle hinein diffundiert, wo es anschließend durch eine dort lokalisierte 

Carboanhydrase in CO2, ein für Rubisco nutzbares Substrat, umgewandelt wird (Abbildung 

3) (Badger et al. 2006; Kaplan and Reinhold 1999). Viele eukaryotische Algen wie 

Chlamydomonas zeigen auch eine CCM-Aktivität, allerdings basieren diese Mechanismen 

auf anderen molekularen Grundlagen, welche noch nicht für alle Algengruppen geklärt 

werden konnten (Giordano et al. 2005; Raven et al. 2008b). C4-Pflanzen, wie Mais (Zea 

mays) und Hirse (Sorghum bicolor) benutzen ein alternatives Enzym, die 

Phosphoenolpyruvat-Carboxylase im Blattmesophyll für die primäre Carboxylierung. Die 

entstandenen C4-Säuren werden weiter transportiert und schließlich in den Rubisco-

enthaltenden Bündelscheidenzellen decarboxyliert (Osmond and Harris 1971). 

 

 

Abbildung 4. Photorespiratorischer 2PG-Zyklus in heutigen Landpflanzen (schwarz 
und grün; ohne zytosolische Reduktion von Hydroxypyruvat) und Synechocystis sp. 
PCC 6803 (schwarz und blau). Pflanzlicher 2PG-Zyklus erstreckt sich über vier 
Kompartimente, wohingegen der 2PG-Metabolismus in Synechocystis im Zytosol stattfindet. 
Die Glykolat-Oxidation wird in Synechocystis durch eine Glykolat-Dehydrogenase katalysiert.  
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In heutigen Landpflanzen wird das durch die Oxygenierungsreaktion der Rubisco 

gebildete toxische Intermediat 2PG in mehreren enzymatischen Schritten wieder in das 

Calvin-Benson-Zyklus-Intermediat 3PGA umgewandelt. Dieser Prozess wird auch als 

Photorespiration, C2-Zyklus oder 2PG-Zyklus bezeichnet (Abbildung 4) und erstreckt sich 

über vier Zellkompartimente (Chloroplast, Peroxisom, Mitochondrium und Zytosol; Bauwe et 

al. 2010; Tolbert 1997). Die erste Reaktion des 2PG-Zyklus findet in Chloroplasten statt, wo 

2PG zu Glykolat hydrolysiert wird. Diese Reaktion katalysiert eine 2PG-Phosphatase 

(PGPase). Glykolat wird dann ins Peroxisom transportiert und durch die Aktivität einer 

Glykolat-Oxidase (GOX) zu Glyoxylat oxidiert. Es folgt die Aminierung durch eine 

Glutamat:Glyoxylat-Aminotransferase (GGT). Im nächsten Schritt werden zwei Moleküle 

Glycin durch die Zusammenarbeit der mitochondrialen Serin-Hydroxymethyltransferase 

(SHMT) und Glycin-Decarboxylase (GDC) in Serin, CO2 und NH4
+ umgewandelt. Letzteres 

Enzym besteht aus den vier Untereinheiten, P-, H-, T- und L-Protein. Wieder im Peroxisom 

wird Serin durch eine Serin:Glyoxylat-Aminotransferase (SGT) zu Hydroxypyruvat 

desaminiert, welches unmittelbar durch eine Hydroxypyruvat-Reduktase (HPR1) zu Glycerat 

reduziert wird. Die Reduktion von Hydroxypyruvat kann auch über eine zytosolische Form 

der Hydroxypyruvat-Reduktase (HPR2) erfolgen (Timm et al. 2008). Schließlich wird Glycerat 

in Chlorplasten durch die Aktivität der Glycerat-3-Kinase (GLYK) phosphoryliert und es 

entsteht 3PGA, welches wieder in den Calvin-Benson-Zyklus eingehen kann. Arabidopsis-

Mutanten, die einen Defekt im 2PG-Zyklus aufweisen, zeigen einen typischen 

„photorespiratorischen" Phänotypen, d. h. diese Pflanzen können nur unter erhöhten CO2-

Konzentrationen wachsen und zeigen einen letalen Phänotyp unter atmosphärischen 

Bedingungen (Bauwe et al. 2010; Somerville 2001; Timm et al. 2012). Diese Experimente 

zeigen deutlich, dass der photorespiratorische 2PG-Zyklus für das Überleben der 

Landpflanzen in der heutigen Atmosphäre erforderlich ist.  

Die Photorespiration ist in Pflanzen ein multifunktioneller Metabolismus, deren 

Hauptfunktion in der Detoxifizierung von 2PG, Glykolat und Glyoxylat und deren 

Rückführung in den Calvin-Benson-Zyklus besteht (Bauwe et al. 2012). Arabidopsis-

Mutanten, bei denen einzelne enzymatische Schritte des 2PG-Zyklus ausgeschaltet sind, 

zeigen einen "photorespiratorischen" Phänotypen. Das heißt, sie können nicht überleben 

unter atmosphärischen Bedingungen. Dieser Phänotyp kann aber durch Erhöhung der CO2-

Konzentration reversiert werden. Bei genauerer Betrachtung dieser Knock Out-Pflanzen 

zeigen sich jedoch Unterschiede in der Stärke des ausgebildeten Phänotyps. So weist die 

shm1-Mutante einen deutlich schwächeren "photorespiratorischen" Phänotypen auf, als die 

Atpglp1-Mutante. Während das Wachstum der shm1-Mutante schon bei 0,15% CO2 dem des 

Wildtyps gleicht, zeigt die Atpglp1-Mutante erst bei 1% CO2 ein normales Wachstum 

(Schwarte et al. 2007; Voll et al. 2006). Ein Knock Out beider Genkopien des P-Proteins der 
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GDC führt sogar unter nicht-photorespiratorischen Bedingungen zu einem letalen Phänotyp 

von Arabidopsis (Engel et al. 2007). Die unterschiedlich stark ausgeprägten Phänotypen 

deuten auf eine Verknüpfung der Photorespiration mit anderen metabolischen Wegen, die 

durch eine Beeinflussung des 2PG-Zyklus ebenfalls betroffen sind (Bauwe et al. 2012). 

Bisher konnte die Photorespiration in Pflanzen mit folgenden Prozessen in Verbindung 

gebracht werden: Redoxregulation, Respiration, Stickstoff- und C1-Kohlenstoff-Metabolismus 

(Bauwe et al. 2010 und darin zitierte Quellen). Durch die gekoppelte Aktivität der GDC und 

SHMT wird im Mitochondrium während der Serin-Glycin-Interkonversion CO2 und NH4
+ frei. 

Das entstandene NH4
+ wird im gekoppelten Stickstoff-Kreislauf durch die Aktivität einer 

Glutamin- und Ferredoxin-abhängigen Glutamat-Synthase refixiert (Key 2006). Außerdem 

entsteht ein Methylen-Rest im Zuge der Decarboxylierung und Desaminierung von Glycin, 

welcher an Tetrahydrofolat (THF) gehängt und aktiviert wird. Das photorespiratorische, 

aktivierte THF stellt eine der wichtigsten Quellen für C1-Kohlenstoffbausteine in Pflanzen dar 

(Oliver 1994). Dies ist nur ein Beispiel der Vernetzung der Photorespiration mit anderen 

Stoffwechselwegen der Pflanzen und ist sicherlich ein Grund für die Notwendigkeit des 2PG-

Zyklus in Cyanobakterien, Algen und C4-Pflanzen trotz eines aktiven CCM's.  

1.5 Der cyanobakterielle 2PG-Metabolismus variiert in Biochemie und Aufbau von 

der pflanzlichen Photorespiration 

Lange wurde angenommen, dass das Vorkommen bzw. die Funktionalität eines 2PG-

Zyklus in C4-Pflanzen, Algen und Cyanobakterien ausgeschlossen werden kann, da diese 

Organismengruppen über hoch effiziente CCM's verfügen und damit die Oxygenasefunktion 

der Rubisco unterdrücken. Im Falle von Cyanobakterien und Algen gab es darüber hinaus 

Hinweise, dass das entstandene toxische 2PG oder Glykolat aus der Zelle ausgeschieden 

wird (Norman and Colman 1988; Renström and Bergman 1989; Moroney et al. 1986). 

Aktuelle Ergebnisse zeigen jedoch, dass auch C4-Pflanzen, Grünalgen und Cyanobakterien 

einen funktionellen 2PG-Zyklus besitzen. Weiterhin ist dessen Funktion auch in oxygenen 

Phototrophen mit CCM essentiell, da das Ausschalten dieses Weges ähnlich wie in C3-

Pflanzen unter atmosphärischen CO2-Konzentrationen letal ist (Eisenhut et al. 2008; 

Nakamura et al. 2005; Zelitch et al. 2009).  

Sequenzvergleiche zwischen den photorespiratorischen Proteinen aus Arabidopsis 

und Synechocystis sp. PCC 6803 lieferten erste Hinweise auf die Existenz eines Pflanzen-

ähnlichen 2PG-Zyklus in Cyanobakterien. Die Überprüfung der Funktionalität dieses 

Metabolismus in Cyanobakterien erfolgte vor allem durch die Charakterisierung von 

Synechocystis-Mutanten, bei denen Gene, kodierend für Proteine des 2PG-Zyklus, 

ausgeschaltet wurden. Die Erzeugung einer photorespiratorischen Synechocystis-Mutante 
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gelang z. Bsp. durch den Knock Out der, im Synechocystis-Genom codierten Glykolat-

Dehydrogenase (GlcDH)-Untereinheiten D1 und D2. Diese Mutante war letal unter 

ambienten CO2- und O2-Konzentrationen, wobei dieser Phänotyp durch Erhöhung der CO2-

Konzentration wieder aufgehoben werden konnte (Eisenhut et al. 2008). Auch für die 

Grünalge Chlamydomonas konnte durch die Charakterisierung zweier Mutanten, die einen 

Defekt im Gen kodierend für die PGPase oder Glykolat-Dehydrogenase aufwiesen, ein 

Beweis für die Funktionalität des 2PG-Zyklus erbracht werden (Nakamura et al. 2005; Suzuki 

1995).  

Zwischen dem 2PG-Metabolismus in Cyanobakterien, Algen und Landpflanzen 

bestehen jedoch zahlreiche Unterschiede. Zum einen ist der pflanzliche 2PG-Zyklus stark 

kompartimentiert (Abbildung 4). In Cyanobakterien hingegen, die zu den Prokaryoten zählen, 

finden alle Reaktionen im Zytosol statt. Weiter konnte gezeigt werden, dass in Synechocystis 

zwei alternative Wege zum Abbau des, aus der Oxygenierungs-Reaktion der Rubisco 

entstandenen 2PG existieren: der Glycerat-Weg und die vollständige Decarboxylierung von 

Glyoxylat (Abbildung 4; Eisenhut et al. 2006; Eisenhut et al. 2008). Letztere scheint aber nur 

in einigen wenigen Cyanobakterien vorzukommen (Synechocystis sp. PCC 6803 und 

Synechococcus elongatus PCC 6301/7942). Erst durch Ausschalten aller drei Wege des 

2PG-Umsatzes in Synechocystis konnte ein „photorespiratorischer" Phänotyp beobachtet 

werden (Eisenhut et al. 2008). Ein besonders interessanter Unterschied zwischen dem 2PG-

Zyklus in Cyanobakterien und Landpflanzen bildet das Glykolat-oxidierende Enzym. 

Während in Pflanzen dieser Schritt durch eine Glykolat-Oxidase (GOX) katalysiert wird, wird 

in Cyanobakterien Glykolat durch eine Dehydrogenase in Glyoxylat umgewandelt. Beide 

Enzyme sind phylogenetisch unabhängig entstanden und unterscheiden sich im benötigten 

Co-Faktor und den entstehenden Nebenprodukten. Die pflanzliche GOX verbraucht während 

der Oxidation O2 und bildet neben Glyoxylat das toxische Wasserstoffperoxid, welches 

unmittelbar durch die Aktivität einer Katalase abgebaut werden muss. Die Lokalisation der 

GOX in Pflanzenperoxisomen zusammen mit Peroxidasen und Katalasen erlaubt eine 

schnelle und unidirektionale Glykolatumsetzung und H2O2-Entgiftung. Die cyanobakteriellen 

Glykolat-Dehydrogenasen (GlcDH) reduzieren während der Oxidation von Glykolat NAD(P)+. 

In heterotrophen Bakterien, wie E. coli dient dieses Enzym dem Glykolatabbau über den 

Glycerat-Weg um Glykolat als Kohlenstoffquelle nutzbar zu machen (Pellicer et al. 1996). 

Das Enzym besteht aus den Untereinheiten D, E und F. Auch für Synechocystis konnten 

neben den D1- und D2-Untereinheiten (Sll0404, Slr0806; Eisenhut et al. 2008) weitere 

Komponenten der GlcDH identifiziert werden (GlcE: Sll1189, GlcF: Sll1831). Ob sie aber für 

die Glykolat-Oxidation essentiell sind ist fraglich (nicht publizierte Ergebnisse, Claudia 

Hackenberg).  
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Auch die Photorespiration in Algen unterscheidet sich vom 2PG-Zyklus in 

Landpflanzen oder Cyanobakterien. Dies betrifft vor allem die Lokalisation einiger Enzyme. 

Viele Grünalgen besitzen keine echten Peroxisomen (Shinozaki et al. 2009; Stabenau and 

Winkler 2005). Demzufolge sind photorespiratorische Enzyme, die bei Landpflanzen im 

Peroxisom vorliegen, in Grünalgen und Diatomeen vermutlich im Mitochondrium lokalisiert 

(Atteia et al. 2009; Beezley et al. 1976; Shinozaki et al. 2009; Stabenau and Winkler 2005; 

Winkler and Stabenau 1995). Eine Gemeinsamkeit zu den Cyanobakterien bildet das 

Glykolat-oxidierende Enzym. Auch in vielen Grünalgen konnte die Aktivität einer Glykolat-

Dehydrogenase im photorespiratorischen Umsatz von Glykolat zu Glyoxylat nachgewiesen 

werden (Frederic et al. 1973; Nakamura et al. 2005; Stabenau and Winkler 2005; Suzuki et 

al. 1991). Weiter konnte gezeigt werden, dass das Vorkommen einer GOX oder GlcDH mit 

einigen zytologischen Merkmalen korreliert, wodurch einfache Grünalgen von komplexeren 

Grünalgen und Landpflanzen (den Streptophyten) unterschieden werden (Frederic et al. 

1973). Die GlcDH galt demnach als ein rudimentäres Merkmal, welches in der weiteren 

Evolution der Photorespiration während der Entwicklung der Landpflanzen durch eine GOX 

ersetzt wurde (Frederic et al. 1973). Die Photorespiration bei den meisten Algengruppen, wie 

Rotalgen, aber auch durch sekundäre Endosymbiose entstandene Algen, wie Diatomeen 

und Braunalgen, ist bisher nur sehr fragmentarisch charakterisiert worden (Paul and Volcani 

1976; Seckbach et al. 1992; Winkler and Stabenau 1995). Jedoch deuten Informationen aus 

den kürzlich sequenzierten Genomen von Rotalgen und Diatomeen (Kroth et al. 2008), aber 

auch Untersuchungen der Grünalge Chlamydomonas darauf hin, dass auch in Algen ein 

Pflanzen-ähnlicher 2PG-Zyklus vorhanden ist (Atteia et al. 2009; Gravot et al. 2010; 

Nakamura et al. 2005; Suzuki et al. 1991).  

Trotz der vielen Unterschiede im 2PG-Metabolismus bei Landpflanzen, Algen und 

Cyanobakterien ist dieser Prozess unter O2-reichen und CO2-armen Bedingungen der 

heutigen Atmosphäre in allen oxygenen Phototrophen essentiell, unabhängig davon, ob ein 

CCM vorliegt oder nicht (Eisenhut et al. 2008; Nakamura et al. 2005; Suzuki 1995). Deutet 

dies auf eine ähnlich frühe Evolution der Photorespiration, wie die der oxygenen 

Photosynthese hin? Erste Sequenzvergleiche zwischen den pflanzlichen und 

cyanobakteriellen Proteinen des 2PG-Zyklus, sowie die ähnliche Biochemie deuteten einen 

cyanobakteriellen Ursprung der Photorespiration in Landpflanzen an (Eisenhut et al. 2008). 

Somit stellte sich auch die Frage, inwieweit die Existenz des photorespiratorischen 2PG-

Zyklus in Algen und Landpflanzen ein Ergebnis des EGT's ausgehend vom cyanobakteriellen 

Endosymbionten ist? Wenn die pflanzlichen und cyanobakteriellen photorespiratorischen 

Proteine aus einem gemeinsamen Vorgänger entstanden sind, warum wurde der 2PG-

Zyklus in der weiteren Evolution phototropher Eukaryoten und Cyanobakterien modifiziert (z. 

Bsp. GOX anstatt GlcDH)? 
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2. Zielstellung 

Die Photorespiration hat ihren Ausgangspunkt in der Bifunktionalität der Rubisco, die als 

carboxylierendes Enzym in der photosynthetischen CO2-Fixierung bei allen oxygenen 

Phototrophen agiert. Beide Prozesse sind unlösbar miteinander verknüpft. Dies lässt 

vermuten, dass die Evolution von Photosynthese und Photorespiration auf eine ähnliche Art 

und Weise verlaufen ist. Viele der an der Photosynthese beteiligten Gene sind ein Teil des 

cyanobakteriellen „Fußabdrucks", der auf die primäre und gelegentlich sekundäre 

Endosymbiose zurückzuführen ist. Ein gemeinsamer evolutionärer Ursprung von 

Photosynthese und Photorespiration ließe vermuten, dass auch Gene der Photorespiration in 

den Genomen von Landpflanzen und Algen das Ergebnis des endosymbiontischen 

Gentransfers ausgehend von der Aufnahme eines cyanobakteriellen Endosymbionten vor 

über 1500 Millionen Jahren sind. Um diese Annahme zu unterstützen, wurden drei 

Schwerpunkte in meiner Arbeit verfolgt.  

1) Den phylogenetischen Analysen vorangestellt sollte eine Datenbankrecherche sein, die 

die Vollständigkeit oder auch Variabilität der Photorespiration in Cyanobakterien und Algen 

aufzeigt. Die Datenbankrecherche sollte durch Einbeziehung aktueller Genomsequenzen 

von überwiegend Algen im gesamten Zeitraum der Promotion erweitert werden.   

2) Um die Evolution der photorespiratorischen Proteine zu verstehen, sollten systematische 

phylogenetische Analysen mit Proteinen aus Landpflanzen, sowohl durch primäre als auch 

sekundäre Endosymbiose entstandene Algen und Cyanobakterien durchgeführt werden. Als 

Vergleichsgruppe sollten homologe Proteine aus heterotrophen Bakterien herangezogen 

werden. Die Phylogenie der einzelnen photorespiratorischen Proteine sollte mit der Art-

Phylogenie der verwendeten Taxa verglichen werden.  

3) Die durch phylogenetische Analysen gewonnenen Ergebnisse sollten durch 

molekularbiologische und biochemische Untersuchungen unterstützt und erweitert werden.  
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3. Material und Methoden 

3.1 Material 

3.1.1 Organismen und verwendete DNA 

Genomische DNA (3.2.2.1) wurde aus dem japanischen Wildtyp von Synechocystis sp. PCC 

6803 und Nostoc (Anabaena) sp. PCC 7120 isoliert.  

Die zur Transformation eingesetzten E. coli Stämme waren DH5α, Top10 sowie BL21-Gold, 

wobei letzterer für die Expression rekombinanter Proteine eingesetzt wurde. In Tabelle 1 sind 

die verwendeten E. coli- Stämme aufgeführt.  

Die in dieser Arbeit erzeugten rekombinanten E. coli Stämme sind in Tabelle 2 

zusammengefasst.  

Genomische DNA von Cyanidioschyzon merolae wurde freundlicherweise von Dr. M. 

Eisenhut (Universität Düsseldorf) zur Verfügung gestellt.  

Die Isolation des Gens für die Cr-LOX aus Chlamydomonas reinhardtii erfolgte durch 

Yoshinori Tsuji und Yoshihiro Shiraiwa (Universität Tsukuba, Japan) und wurde ligiert im 

pGemT-Easy Vektor an unsere Arbeitsgruppe verschickt.  

DNA des Cyanobakteriums Cyanothece sp. PCC 7822 wurde von Prof. Louis Sherman 

(Purdue University, USA) zur Verfügung gestellt.  

Tabelle 1. E. coli-Stämme, die zur Transformation verwendet wurden.  

Stamm Genotyp Herkunft 

Escherichia coli DH5α 

F-, endA1, glnV44, thi-1, relA1, 
gyrA96, deoR, nupG, ΔlacZM15, 
hsdR17  

Laborsammlung 

Escherichia coli Top10 

F-, mcrA, Δ(mrr-hsdRMS-
mrcBC), φ80lacZΔM15, 
ΔlacX74, recA 1, deoR, 
araD139, Δ(ara-leu)7697, galU, 
galK, rpsL (StrR), endA 1, nupG  

Laborsammlung 

Escherichia coli BL21-Gold 
(DE3)  

F-, ompT, hsdS (rB
- mB

-), dcm+, 
TetR, gal, λ (DE3), endA, Hte 

Laborsammlung 
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Tabelle 2. Die in dieser Arbeit hergestellten rekombinanten E. coli-Stämme.  

Bezeichnung des rekombinanten Plasmids E. coli-Stamm 

pGemT-all0170 DH5α 

pet28a-all0170-82 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all0170-112 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all0170-212 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all0170-82-112 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all0170-112-212 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all0170-82-112-212 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all0170-82-212 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-Cr-LOX BL21-Gold (DE3) 

pet28a-all8087 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-sll1908 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-alr0058 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-alr1890 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-slr1556 BL21-Gold (DE3) 

IBA43+-slr1556 K11 BL21-Gold (DE3) 

pet28a-HPR7822 BL21-Gold (DE3) 

IBA43+-HPR7822 BL21-Gold (DE3) 

IBA43+-CMQ436C  BL21-Gold (DE3) 

pET28a-CMQ436C BL21-Gold (DE3) 

 

3.1.2 Chemikalien und Enzyme 

Verwendete Chemikalien und Enzyme wurden, wenn nicht anders vermerkt von den Firmen 

Fermentas, New England Biolabs, Qiagen, Roth und Sigma bezogen. 

3.1.3 Synthetische Oligonukleotide 

Die in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotid-Primer (Tabelle 3) wurden ausschließlich 

von der Firma Eurofins MWG Operon (Ebersberg) bezogen. Für die spätere Klonierung 

wurden den Primern zum Teil Restriktionsschnittstellen angehängt. Die Primer, welche in der 

Site-Specific-Mutagenesis verwendet wurden, trugen eine phosphoryliertes 5'-Ende. 
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Tabelle 3. Sequenzen der verwendeten Primer. Restriktionsschnittstellen, die der 
Originalsequenz angehangen wurden, sind unterstrichen.  

Primer Sequenz (5`→ 3`)  

 pUC/M13-fw GCC AGG GTT TTC CCA GTC ACG AC 

 pUC/M13-rv AGC GGA TAA CAA TTT CAC ACA GG 

 all0170-fw-NdeI CAT ATG ACA GCT ATA TCC AGT CCC AT 

 all0170-rev-EcoRI GAA TTC TTA CAA ATG CAG AAA  ACT AG 

 all0170_82M_F CTA TTA ATT GCA CCA  ACG GCG TTT C 

 all0170_82M_F AGG TAA TTG CAG AGG TTG TCC CAA  A 

 all0170_112L_F AGT ACG TGG TCC ACC AAA  AGT TTA G 

 all0170_112L_R CAA  AAC CAT ACC CGT CCC AGC C 

 all0170_212F_F GGT TGT TTA CCT ATG TTG CTC AAC A 

 all0170_212F_R CAG ATT CTC CTG GTG CAT GAG GAA TA 

 Cr-LOX-NdeI-fw CAT ATG GCA GAC CTA AGC TTC C 

 Cr-LOX-EcoRI-rev GAA TTC CTA CAG CTT GCA CAG C 

 CMQ436C-EcoRI-fw GAA TTC ATG GTT GAG AAG CCA GCA G 

 CMQ436C-SalI-rv GTC GAC TTA GAG TTT GCT CTG CAT C 

 all8087-NdeI-fw CAT ATG AAA CCA AAG GTT GTG ATT A 

 all8087-EcoRI-rev GAA TTC TCA AGA TTC CCT AAG ATA A 

 alr0058-NdeI-fw CAT ATG AAA GTA GCA GTC TTC AGT A 

 alr0058-EcoRI-rev GAA TTC TCA ACT AAC TAA AAC CTT A 

 alr1890-NdeI-fw CAT ATG TCT AAG GTT CTC GTC TCC G 

 alr1890-EcoRI-rev GAA TTC CTA TAG TGT TAC TGT ATA CG 

 slr1556-EcoRI-fw GAAT TCA TGA AAA TCG CTT TTT TTA GC 

 slr1556-XhoI-rev CTC GAG TTA ATG GGG ACA GAT TAC TTG G 

 sll1908-NdeI-fw CAT ATG GCT AAA GTT TTA GTT TCT G 

 sll1908-EcoRI-fw GAA TTC TTA GAG CTT AAC GGT GTA G 

 HPR7822-EcoRI-fw GAA TTC ATG TCA CTC CCT AAA ATA T 

 HPR7822-XhoI-rev CTC GAG TCA ACT ATA AAT CTC AGG A 

 HPR7822-NdeI-fw CAT ATG TCA CTC CCT AAA ATA TTT G 

 HPR7822-EcoRI-rev GAA TTC TCA ACT ATA AAT CTC AGG A 

 

3.1.4 Vektorsysteme und Plasmide 

Die verwendeten Vektorsysteme sind in Tabelle 4 aufgeführt. Die im Rahmen dieser Arbeit 

erstellten rekombinanten Plasmide sind in Tabelle 5 zusammengefasst.  
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Tabelle 4.Vektorsysteme. 

Vektor Größe (bp) Relevante Merkmale Herkunft 

pGemT® 3000 
PT7, lacZ start codon, lac operon, AmpR, 
linearisiert über EcoRV, 3'-term. T-
Überhang 

PROMEGA 

pET-28a 5369 
PT7, ATG, C-term. und N-term. 6xHis-Tag, 
KmR 

NOVAGEN 
(Nottingham) 

pASK-IBA43plus 3286 
PtetA, ATG, OmpA-Signal-Sequenz, C-
term. Strep-Tag II, N-term. 6xHis-Tag, 
AmpR 

IBA 
(Göttingen) 

 

Tabelle 5. In dieser Arbeit hergestellte rekombinante Plasmide.  

Plasmid 
Insert (Accession Nr. oder 
ORF-Namen) 

Schnittstellen 
der Insertion 
(fw/rev) 

Größe des 
Inserts (bp) 

pGemT-all0170 all0170 NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-82 all0170, M82T NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-112 all0170, L112W NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-212 all0170, F212V NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-82-112 all0170, M82T, L112W NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-112-212 all0170, L112W, F212V NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-82-112-212 all0170, M82T, L112W, F212V NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-all0170-82-212 all0170, M82T, F212V NdeI/EcoRI 1098 

pet28a-Cr-LOX AB610509 NdeI/EcoRI 1157 

pet28a-all8087 all8087 NdeI/EcoRI 999 

pet28a-sll1908 sll1908 NdeI/EcoRI 1581 

pet28a-alr0058 alr0058 NdeI/EcoRI 1028 

pet28a-alr1890 alr1890 NdeI/EcoRI 1590 

pet28a-slr1556 slr1556 NdeI/HindIII 1002 

IBA43+-slr1556 slr1556 EcoRI/XhoI 1002 

pet28a-HPR7822 YP_003887724 NdeI/EcoRI 980 

IBA43+-HPR7822 YP_003887724 EcoRI/XhoI 980 

IBA43+-CMQ436C  CMQ436C EcoRI/SalI 1167 

pET28a-CMQ436C CMQ436C EcoRI/SalI 1167 
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3.1.5 Nährmedien 

Die Cyanobakterien Synechocystis und Nostoc wurden in BG11-Medium pH 8.0 kultiviert 

(Rippka et al. 1979). Die Zusammensetzung des Mediums ist in Tabelle 6 aufgezeigt.  

Die Kultivierung von E. coli erfolgte in LB (Luria Bertani)-Medium (Roth). Nach dem 

Autoklavieren wurde dem Medium Vektor-spezifisches Antibiotikum zugegeben. Für 

Agarplatten wurde LB-Agar (Roth) laut Herstellerangaben verwendet und ebenfalls mit dem 

Vektor-spezifischen Antibiotikum versehen.  

Tabelle 6. Zusammensetzung des BG11-Mediums.  

 Endkonzentration 

Citric Acid Monohydrat C6H8O7 x H2O 0.029 mM 

Ferric Ammonium Citrat Fe-NH4-Citrat 0.03 mM 

EDTA-Dinatriumsalz C10H14O8N2Na2 x H2O 0.003 mM 

NaNO3 17.65 mM 

K2HPO4 0.22 mM 

MgSO4 x 7H2O 0.3 mM 

CaCl2 x H2O 0.26 mM 

H3BO3 46 µM 

MnCl2 x 4H2O 9.4 µM 

ZnSO4 x 7H2O 0.77 µM 

Na2MoO4 x 2H2O 0.086 µM 

Co(NO3)2 x 6H2O 0.17 µM 

TES Puffer pH 8.0 20 mM 

 

3.2 Methoden 

3.2.1 Kultivierung und Anzucht 

3.2.1.1 Kultivierung von Cyanobakterien 

Die Kultivierung von Synechocystis sp. PCC 6803 und Nostoc sp. PCC 7120 erfolgte in 

100 ml-Erlenmeyerkolben mit 40 ml BG11-Medium pH 8.0 (0) bei 30 °C, 120 rpm unter 

ambienten CO2 Bedingungen bei einer Lichtstärke von 20-40 µmol Photonen m-2 s-1. 



Material und Methoden 22 

 
3.2.1.2  Kultivierung von Escherichia coli 

E. coli wurde, wenn nicht anders vermerkt in Antibiotika-haltigem LB-Medium (3.1.5) bei 

37 °C inkubiert. Das Wachstum in Flüssigkulturen erfolgte in Reagenzgläsern oder 

Erlenmeyerkolben mit Schikanen, die maximal mit ⅓ des nominellen Volumens befüllt waren, 

auf einen Rotationsschüttler bei 180 rpm. Die Kultivierung auf LB-Agarplatten erfolgte über 

Nacht im Brutschrank bei 37 °C. Zur Herstellung von Glycerol-Dauerkulturen wurden 700 µl 

einer Übernacht-Kultur mit 300 µl sterilen 79%igen [v/v] Glycerol versetzt, 1 h auf einem 

Schüttler gemischt und bei -80 °C eingefroren.  

3.2.2 Molekularbiologie 

3.2.2.1 DNA-Isolation  

Für die Isolation genomischer DNA aus den Cyanobakterien Nostoc sp. PCC 7120 und 

Synechocystis sp. PCC 6803 wurden 200 µl Kultur steril in ein 1.5 ml-Eppendorf-Gefäß 

überführt, mit 200 µl Tris-gepufferten Phenol versetzt und 10 min bei 65 °C inkubiert. 

Anschließend wurden der Lösung 200 µl Chloroform zugesetzt, gemischt und für 5 min bei 

11000 rpm bei RT zentrifugiert. Nach Abnahme der oberen, wässrigen Phase wurde dieser 

wiederholt 1 Volumenteil (VT) Chloroform zugesetzt, gemischt und erneut für 5 min bei 

11000 rpm bei RT zentrifugiert. Die obere, wässrige Phase wurde in ein neues 1.5 ml-

Eppendorf-Gefäß überführt und die DNA bis zur weiteren Verwendung bei -20 °C gelagert.  

3.2.2.2 Plasmid-Minipräparation 

Die Aufarbeitung von Plasmid-DNA erfolgte nach der Methode von Bimboim and Doly 

(1979). Für die Isolation von Plasmid-DNA aus E. coli wurden 2x 2 ml einer Übernachtkultur 

bei 11000 rpm für 2 min bei RT zentrifugiert. Das entstandene Pellet wurde in 100 µl Lösung 

I (25 mM Tris-HCl pH 8.0, 15 mM EDTA pH 8.0, 50 mM Glukose) resuspendiert und 

anschließend 200 µl Lösung II (1% SDS, 0.2 N NaOH) zum Ansatz pipettiert und dieser für 

10 min bei RT inkubiert. Die Plasmid-DNA wurde durch Zugabe von 150 µl Lösung III (3 M 

Kaliumacetat, 20% Essigsäure) und anschließender Inkubation von 15 min auf Eis 

renaturiert. Nach Zugabe von 1 VT Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol (25:24:1) und 

Zentrifugation bei 11000 rpm für 5 min bei RT konnte die obere, wässrige Phase in ein neues 

steriles 1.5 ml Eppendorf-Gefäß überführt werden. Die Plasmid-DNA wurde unter Zugabe 

von 1 VT Isopropanol für mind. 30 min auf Eis gefällt und anschließend bei 11000 rpm für 

15 min bei RT zentrifugiert. Das entstandene Pellet wurde mit 300 µl 70% Ethanol 

gewaschen. Um alle Rückstände des Ethanols aus dem Ansatz zu entfernen, wurde dieser 

für 5 min mit offenem Deckel bei 55 °C inkubiert. Die Resuspension des Pellets erfolgte in 
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30-50 µl TE-RNAse (100:1). Um RNA-Verunreinigungen zu entfernen, wurde der Ansatz 

mind. 30 min bei 5000 rpm inkubiert. Die RNAse-Inaktivierung erfolgte für 5 min bei 68 °C. 

Die gewonnene Plasmid-DNA wurde entweder direkt eingesetzt oder bei -20 °C gelagert. 

3.2.2.3 Isolierung und Aufreinigung von DNA aus Agarosegelen 

Die zu klonierenden DNA-Fragmente oder Plasmide wurden in einem 1.5%igem Agarosegel 

elektrophoretisch aufgetrennt (3.2.2.8) und mit einer sterilen Skalpellklinge unter UV-Licht 

ausgeschnitten. Die Agaroseblöcke wurden in sterile 1.5 ml Eppendorf-Gefäße überführt. Die 

DNA-Aufreinigung erfolgte mit Hilfe des NucleoSpin® Extract II PCR Clean-up and Gel 

Extraction Kits (Macherey-Nagel) laut Herstellerangaben. Die Elution der DNA erfolgte in 

30 µl sterilem bidest. H2O. Die isolierten DNA-Fragmente wurden direkt in der Ligation 

eingesetzt oder bei -20 °C gelagert.  

3.2.2.4 Polymerasekettenreaktion-PCR 

Die Amplifikation von DNA-Fragmenten aus Cyanobakterien erfolgte mittels des PCR-

Mastermix der Firma Qiagen. Um die natürliche Fehlerrate der Polymerase zu minimieren, 

wurden dem Ansatz 0.2 µl Elongase®-Enzym-Mix der Firma Invitrogen zugegeben. Die 

PCR-Ansätze enthielten in einem Gesamtvolumen von 10 µl 1x Taq-Mastermix: 250 U 

Elongase und 5 pmol µl-1 je Primer, sowie 1 µl Template-DNA. Die Amplifikation der Gene 

aus der Grünalge Chlamydomonas reinhardtii und der Rotalge Cyanidioschyzon merolae 

erfolgte durch die Phusion™-Polymerase der Firma New England Biolabs. Der PCR-Ansatz 

enthielt in einem Gesamtvolumen von 20 µl 1x Phusion GC Puffer: 200 µM je dNTP, 0.5 µM 

je Primer, 3% DMSO, 0.002 U/µl Phusion Polymerase, sowie 1 µl Template-DNA. Die 

verwendeten PCR-Programme sind in Tabelle 7 zusammengefasst. 
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Tabelle 7. PCR-Programme. 

Schritt Zeit  Dauer Wiederholungen 

Amplifizierung von slr1556 

Initiale Denaturierung 5 min 95 °C  

Denaturierung 20 sec 95 °C  

Annealing 30 sec 52 °C 27x 

Elongation1) 30 sec 72 °C  

Finale Elongation 5 min 72 °C  

Amplifizierung von all8087, alr0058, all1890, slr1908, HPR7822, 

Initiale Denaturierung 2 min 94 °C  

Denaturierung 15 sec 94 °C  

Annealing 30 sec 58 °C 10x 

Elongation 1 min 72 °C  

Denaturierung 15 sec 94 °C  

Annealing 30 sec 58 °C 20x 

Elongation2) 1 min 72 °C  

Finale Elongation 7 min 72 °C  

Amplifizieren von Cr-LOX, Cm-GOX 

Initiale Denaturierung 30 sec 98 °C  

Denaturierung 10 sec 98 °C  

Annealing 1 min 50 °C 35x 

Elongation 1 min 30 sec 72 °C  

Finale Elongation 4 min 72 °C  

Amplifizieren von pGemt-all0170-Varianten 

Initiale Denaturierung 30 sec  98 °C  

Denaturierung 10 sec 98 °C  

Annealing 30 sec 60 °C 30x 

Elongation 1 min 72 °C  

Finale Elongation 7 min 72 °C  

1) + 3 sec pro Zyklus; 2) + 20 sec pro Zyklus 

3.2.2.5 Site-Specific-Mutagenesis-PCR 

Die Site-Specific-Mutagenesis zum Austausch einzelner Aminosäuren im No-LOX-Protein 

(All0170) wurde durch den Austausch einzelner Basen im Gen des Proteins erreicht. Dazu 

wurden phosphorylierte Primer mit einem an der entsprechenden Position veränderten 

Nukleotid degeneriert (3.1.3). Diese Primer wurden in einer PCR mit dem pGemT-all0170-

Plasmid eingesetzt um den gesamten Vektor inklusive der all0170-Variante, bei der nun an 
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einer Position ein verändertes Nukleotid eingebaut wird, zu amplifizieren. Die Doppel- und 

Dreifach-Austauschvarianten wurden generiert, in dem als Template die Einzel- bzw. 

Doppelaustausch-Varianten eingesetzt wurden. Die Amplifikation des Vektors inkl. all0170 

bzw. all0170-Variante erfolgte durch die Phusion™-Polymerase der Firma New England 

Biolabs. Der PCR-Ansatz enthielt in einem Gesamtvolumen von 20 µl 1x Phusion HF Puffer: 

200 µM je dNTP, 0.5 µM je Primer, 3% DMSO, 0.002 U/µl Phusion Polymerase, sowie 1 µl 

Template-DNA. Das verwendete PCR-Programm ist in Tabelle 7 zusammengefasst. Der 

amplifizierte Vektor wurde gelelektrophoretisch aufgetrennt und die betreffende DNA-Bande 

aus dem Gel geschnitten und lt. Punkt 3.2.2.3 die DNA aus dem Gel eluiert. Anschließend 

wurde der lineare Vektor in einer Ligation geschlossen und in E. coli transformiert. Alle 

Konstrukte wurden via Restriktion (3.2.2.7) und Sequenzierung (3.2.2.6) überprüft. Zur 

Expression der No-LOX-Varianten wurde das entsprechende Genfragment in den 

Expressionsvektor pET28a kloniert.  

3.2.2.6 Sequenzierung 

Die Sequenzierung der pGemT-Konstrukte erfolgte durch die Firma SeqLab (Sequence 

Laboratories Göttingen GmbH). Die Überprüfung der Sequenzierung wurde unter 

Zuhilfenahme des Sequence Alignment Explores von BioEdit durchgeführt.  

3.2.2.7 DNA-Restriktion 

Die Restriktion von Plasmid-DNA erfolgte, wenn nicht anders vermerkt mit den Enzymen und 

Puffersystemen der Firma Fermentas laut Herstellerangaben. Die Restriktion enthielt 3-5 µl 

Plasmid-DNA und 0.5 Units pro Restriktionsenzym und wurde 1-4 h oder über Nacht bei 

37 °C inkubiert. Anschließend wurde die gesamte Restriktion in einem Agarosegel 

elektrophoretisch aufgetrennt (3.2.2.8).  

3.2.2.8 Agarose-Gelelektrophorese 

Für die analytische Auftrennung von DNA-Fragmenten und deren Größenbestimmung wurde 

Agarose in 1xTAE-Puffer in einer Mikrowelle aufgekocht und gelöst. Der Agarosegehalt 

wurde der Größe der aufzutrennenden DNA-Fragmente angepasst (0.7-1.5% Agarose). 

Anschließend wurde die Agarose auf ca. 60 °C abgekühlt und mit Ethidiumbromid 

(Endkonzentration: 0.1 μg ml-1) versetzt. Die flüssige Agarose wurde je nach Probenzahl in 

verschieden große Horizontal-Gel-Apparaturen gegossen. Die zu analysierenden Proben 

wurden mit 0.2 VT Stopplösung (10 mM Na2PO4, pH 7.0, 50% [v/v] Glycerin, 0.4% [w/v] 

Orange G) versetzt und in die Geltaschen geladen. Als Größenstandard dient der 
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GeneRuler™ 1 kb DNA-Marker oder der λDNA/EcoRI+HindIII-Marker (Fermentas). Die DNA-

Fragmente wurden in 1xTAE bei einer Spannung von 70-100 V für 30-45 min aufgetrennt. 

Die aufgetrennten Fragmente und deren Größe wurden im UV-Transilluminator sichtbar 

gemacht und fotografiert. 

3.2.2.9 Klonierung von DNA-Fragmenten 

Für die Klonierung der amplifizierten Gene wurde das pGemT-Kit (Promega) verwendet. 

Dieser Vektor besitzt eine Mutiple Klonierungsstelle in einer für β-Galaktosidase kodierenden 

Region, wodurch die sogenannte Blau-Weiß-Selektion möglich ist. Die Klonierung erfolgte 

nach Herstellerangaben. 

Für die heterologe Expression gewünschter Proteine wurde die kodierende Region durch 

Restriktion aus dem vorher verifizierten pGemT-Konstrukt geschnitten. Den zu klonierenden 

Genen wurden durch Verwendung verlängerter Primer Restriktionsschnittstellen angehängt. 

Dies ermöglichte das Einbringen der Gene in den Expressionsvektor in gewünschter 

Orientierung.  

3.2.2.9.1 Ligation 

Die Ligation von PCR-Fragmenten in das pGemT-Vektorsystem (Promega) erfolgte laut 

Herstellerangaben. Die Ligation der verifizierten Gene in den Expressionsvektor und die 

Selbstligation der unter Pkt. 3.2.2.5 amplifizierten Konstrukte erfolgte in einem 

Gesamtvolumen von 10 µl 1x Ligase-Puffer: 5 Units T4-DNA-Ligase und Insert- sowie 

Vektor-DNA im Verhältnis von 50:1. Alle Ansätze wurden in einem mit Wasser gefüllten, 

geschlossenen Styropor-Behälter über Nacht bei 4 °C inkubiert. 

3.2.2.9.2 Transformation 

Für die Transformation wurden 100 µl chemisch kompetenter E. coli-Zellen (DH5α, Top10 

oder BL21; siehe Pkt. 3.1.1) auf Eis aufgetaut. Anschließend wurden die kompetenten Zellen 

zum Ligationsansatz oder 1 µl Plasmid-DNA pipettiert, durchmischt und 30 min auf Eis 

inkubiert. Es folgte eine Hitzeschock für 90 sec bei 42°C und anschließende Inkubation von 

5 min auf Eis. Den Zellen wurden 500 µl steriles LB-Medium zugesetzt und der Ansatz bei 

37 °C für maximal 1 h geschüttelt (180 rpm). 50-100 µl und der verbliebene Rest der 

Transformation wurden auf zwei LB-Agarplatten mit dem entsprechenden Antibiotikum 

ausplattiert und über Nacht im Brutschrank bei 37 °C inkubiert. Am nächsten Tag wurden 
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Klone mit einem sterilen Zahnstocher gepickt und eine Übernachtkultur für die weitere 

Verifizierung beimpft. 

3.2.3 Protein- und Enzymanalytik 

3.2.3.1 Expression rekombinanter Proteine in E. coli 

Die Expression rekombinanter Proteine durch E. coli BL21 erfolgte immer in LB-

Flüssigmedium mit der entsprechenden Antibiotika-Zugabe. 

3.2.3.1.1 Testexpression 

Die Testexpression erfolgte in einem Volumen von 5 ml in einem Reagenzglas. Dazu wurden 

4.5 ml LB-Medium mit 500 µl einer Übernachtkultur beimpft und der Ansatz für 2 h bei 37 °C 

und 180 rpm geschüttelt. Nach der Probenahme (100 µl) wurde die Expression des 

rekombinanten Proteins durch die Zugabe von 1 mM IPTG (pET28a) oder 200 µg l-1 AHT 

(IBA43+) induziert und weitere 2 h bei 37 °C und 180 rpm inkubiert und eine weitere Probe 

von 100 µl entnommen. Die Proteine der Proben wurden anschließend in einer SDS-PAGE 

(3.2.3.3) der Größe nach aufgetrennt. Konnte in der induzierten Probe eine verstärkte Bande 

der entsprechenden Größe ausgemacht werden, verlief die Testexpression positiv und 

konnte im großen Maßstab wiederholt werden (3.2.3.1.2).  

3.2.3.1.2 Überexpression rekombinanter Proteine 

Für die Expression rekombinanter Proteine wurden 200 ml LB-Medium mit dem 

entsprechenden Antibiotikum mit 5 ml einer Übernachtkultur beimpft und diese wenn nicht 

anders vermerkt bei 30 °C für 6 h bei 170 rpm geschüttelt. Die Induktion erfolgte durch 

Zugabe von 1 mM IPTG (pET28a) oder 200 µg l-1 AHT (IBA43+) über Nacht bei 30 °C. Die 

Zellernte erfolgte durch Zentrifugation bei 10000 rpm für 6 min bei 4 °C. Das Pellet konnte 

bis zur Aufarbeitung bei -20 °C gelagert werden. Die Resuspension des Pellets erfolgte je 

nach Enzym in Natriumphosphatpuffer (20 mM Natriumphosphat pH 7.4; 500 mM NaCl; 

Reduktasen/Dehydrogenasen) oder Tris-Puffer (20 mM Tris-HCl pH 8.0, 500 mM NaCl, 

1 mM DTT, 0.1 mM FMN; Oxidasen). Der Zellaufschluss erfolgte durch eine 

Ultraschallbehandlung (Braun Labsonic U, 50 W, 4x 30 sec). Zwischen den einzelnen 

Intervallen wurde die Ultraschallspitze in einem Eisbad gekühlt, umso unnötiges Erwärmen 

der Zellextrakte zu vermeiden. Durch eine anschließende Zentrifugation bei 10000 rpm für 

20 min bei 4 °C wurden die löslichen Proteine von den sedimentierenden Zelltrümmern 

getrennt. Das erhaltene klare Proteinlysat wurde für die Affinitätschromatografie verwendet. 
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Außerdem wurden vom Pellet und Lysat 100 µl entnommen und diese für eine spätere SDS-

PAGE eingefroren.  

3.2.3.1.3 Affinitätschromatografie 

Durch die Ligation der Gene in die Expressionsvektoren pET28a und IBA43+ konnte den 

exprimierten Proteinen ein Histidin-Rest (His-Tag) angehängt werden. Mit Hilfe dieses His-

Tags können die Proteine über eine Nickel-NTA-Matrix aufgereinigt werden. Für die 

Aufreinigung wurden 2 ml ProBond Slurry (Invitrogen) in leere Säulen gegeben und diese 

nach Absetzen der Säulenmatrix mit 6 ml bidest. H2O gewaschen und mit 2x 6 ml des 

jeweiligen Homogenisationspuffers equilibriert. Anschließend wurde die fertige Säule mit 

dem Proteinlysat beladen und der Durchfluss aufgefangen. Für die 

Reduktasen/Dehydrogenasen-Proteine erfolgte eine Waschung mit 6 ml Waschpuffer 1 

(20 mM Natriumphosphat pH 7.4, 500 mM NaCl, 40 mM Imidazol) und 6 ml Waschung 2 

(20 mM Natriumphosphat pH 7.4, 500 mM NaCl, 80 mM Imidazol). Die Waschung der 

Oxidase-Proteine erfolgte mit den Tris-gepufferten Waschpuffer 1 (20 mMTris-HCl pH 8.0, 

500 mM NaCl, 1mM DTT, 0.1 mM FMN, 40 mM Imidazol) und Waschpuffer 2 (20 mMTris-

HCl pH 8.0, 500 mM NaCl, 1 mM DTT, 0.1 mM FMN, 80 mM Imidazol). Der Durchfluss der 

Waschungen wurde aufgefangen. Die Elution der rekombinanten Proteine erfolgte durch die 

Zugabe von 3x 1 ml Elutionspuffer, der neben den Komponenten des jeweiligen 

Waschpuffers eine Imidazol-Konzentration von 300 mM enthält. Von allen Fraktionen wurden 

100 µl für die anschließende Auftrennung per SDS-PAGE entnommen. Die Elutionen 1 bis 3 

wurden in der Größenausschluß-Chromatografie (3.2.3.1.4) weiter bearbeitet.  

3.2.3.1.4 Größenausschluss-Chromatografie  

Imidazol und andere Salze können die Enzymaktivität beeinträchtigen. Aufgrund dessen 

wurden die Proteine via PD-10-Säulen (GE Healthcare) laut Herstellerangaben in ein Salz-

freies Puffersystem überführt. Verwendet wurden 0.5 ml Eluat 1 und je 1 ml der Eluate 2 und 

3. Die Elution erfolgte durch Zugabe von 3.5 ml 20 mM Na-Phosphatpuffer pH 7.4 bzw. 

20 mM Tris pH 8.0 (inkl. 1 mM DTT und 0.1 mM FMN). Eine Probe von 100 µl wurde für die 

Proteinbestimmung und Auftrennung im SDS-Polyacrylamidgel abgenommen.  

Nach der Aufreinigung wurden die Proteine in 20% Glycerol in flüssigen N2 schockgefroren 

und bei -80 °C gelagert.  
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3.2.3.2 Bestimmung des Proteingehaltes 

Der Proteingehalt der unter Pkt. 3.2.3.1 gewonnenen Eluate wurde nach der Methode von 

Bradford (1976) durchgeführt, wobei eine Verdünnungsreihe des BSA als Standard diente. 

Die Bestimmung der Proteinkonzentration erfolgte mit Hilfe des Rotis®-Nanoquant (Roth) 

nach Herstellerangaben. Das Roti-Reagenz wurde 1:5 mit sterilem bidest H2O zu einer 

Arbeitslösung verdünnt. In Einweg-Küvetten wurden 990 µl der Arbeitslösung mit 10 µl der zu 

vermessenden Proteinlösung vermischt und für 10 min im Dunkeln bei RT inkubiert. 

Anschließend konnte die Extinktion, welche proportional zum Proteingehalt ist, bei einer 

Wellenlänge von 595 nm gegen den Probenpuffer (Blindwert) gemessen werden. Die 

Proteinkonzentration konnte durch die BSA-Kalibrierung bestimmt werden.  

3.2.3.3 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese 

Die diskontinuierliche, denaturierende SDS-PAGE ermöglicht die Auftrennung von Proteinen 

ihrer Größe entsprechend (Laemmli 1970). Als Proteinstandard wurde der Protein Molecular 

Weight Marker (Fermentas) verwendet. Die Proben wurden vor Beladung des Gels mit ⅓ VT 

3x Lämmli-Lösung versetzt und für 10 min bei 90 °C inkubiert und anschließend auf Eis 

abgekühlt. Die Proteine wurden für ca. 30 min bei 90 V und anschließend für ca. 2 h bei 

120 V aufgetrennt.  

Die Polyacrylamidgele wurden vorsichtig von den Glasträgern gelöst und die aufgetrennten 

Proteine durch Coomassie-Färbung sichtbar gemacht. Dazu wurde das Gel in einer 

Coomassie-Brillant Blau R-250-Färbelösung für mind. 30 min leicht geschwenkt. 

Anschließend wurde überschüssiges Coomassie durch mehrmalige Zugabe von 

Entfärberlösung (40% Methanol, 10% Essigsäure) gelöst bis deutlich scharfe Proteinbanden 

erkennbar waren. Nach Entfernen von Methanolresten wurde das Gel für weitere evtl. 

Auswertungen eingescannt und gespeichert.  

3.2.3.4 Enzymaktivitätsbestimmung 

Die Enzymaktivitäten der Reduktasen bzw. Dehydrogenasen wurde durch 

spektrophotometrische Messungen der Extinktionsänderung bei 340 nm proportional zu der 

NADH-Konzentration mit einem Cary-50-Spektrophotometer (Varian) bestimmt. Alle 

Aktivitäten wurden in einem Gesamtvolumen von 1 ml bei 30 °C gemessen und die Reaktion 

nach 2-minütiger Aufzeichnung der Hintergrundaktivität durch Zugabe des Substrates 

gestartet. Die Umsetzung von 1 mM Hydroxypyruvat, Glyoxylat und Pyruvat wurde in 0.1 M 

MES-Puffer pH 6.5 (inkl. 1 mM DTT) gemessen. Außerdem enthielt der Reaktionsansatz 

187.5 µM des Co-Substrats NAD+ bzw. NADH (Timm et al. 2008). Die 3-Phosphoglycerat-
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Dehydrogenase-Aktivität wurde in folgendem Ansatz gemessen: 200 mM Tris pH 9.0, 25 mM 

EDTA, 2.5 mM DTT und 0.5 mM NAD(P)+  (Ho et al. 1999). Die Berechnung der 

Enzymaktivität erfolgte gemäß dem Lambert-Beer´schen Gesetz (siehe Formel). Die 

spezifische Aktivität entspricht der Bildung von 1 µmol NAD(P) oder NAD(P)H in 1 min bei 

30 °C durch 1 mg Protein.  

U μmolmin mg
∆E min ∙ V ml

ε μmol 	cm ∙ d ü cm ∙ v ml ∙ c mg	ml
 

 

U		 spezifische	katalytische	Aktivität	

ΔE		 Absorptionsänderung	bei	340	nm	

V		 Volumen	des	Reaktionsansatzes	

ε		 molarer	Extinktionskoeffizient	für	NADH	 6,22	μmol‐1cm2 	

d		 Schichtdicke	der	Küvette	

v		 Probenvolumen	

c		 Proteinkonzentration	der	Probe	

Die Oxidase-Aktivität wurde über die Konzentrationsänderung des Co-Substrates Sauerstoff 

mittels einer Hansatech Sauerstoff-Elektrode (Oxygraph) gemessen. Der Reaktionsansatz 

enthielt 100 mM Tris-HCl pH 8.0, 5 mM MgCl2, 0.5 mM EDTA, 1 mM DTT, 0.1 mM FMN, 

0.0083% Triton-X 100, 1-50 µl Proteinlösung und 5 mM Substrat und wurde bei 30 °C 

inkubiert. Die Reaktion wurde nach 3-minütiger Aufzeichnung der Hintergrundaktivität durch 

Zugabe des Substrates gestartet. Gemessen wurde die Umsetzung von Glykolat und L-

Laktat. Die Bestimmung der kinetischen Parameter Km und vmax erfolgte durch Veränderung 

der Glykolat- bzw. L-Laktat-Konzentration (0-10 mM) und wurden durch nicht-lineare 

Regression über die Michaelis-Menten-Gleichung berechnet (Sigma Plot 11.0).  

3.2.4 Bioinformatik 

Bioinformatische Methoden wurden herangezogen um die Abstammung der pflanzlichen, 

photorespiratorischen Proteine zu analysieren.  

3.2.4.1 Datenbankrecherche 

Die am pflanzlichen 2-Phosphoglykolat (2PG)-Zyklus beteiligten Proteine aus Arabidopsis 

thaliana (Bauwe et al. 2010) und Nostoc sp. PCC 7120 (Eisenhut et al. 2008) wurden aus 
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den Datenbanken TAIR (http://www.arabidopsis.org/) oder Cyanobase 

(http://genome.kazusa.or.jp/cyanobase/) bezogen. Die Proteine dienten in BlastP-Analysen 

(Altschul et al. 1990) der Identifizierung ähnlicher Sequenzen in den sequenzierten 

Genomen von 18 Landpflanzen und eukaryotischen Algen sowie 12 Cyanobakterien-

Stämmen. Außerdem wurden Nodularia spumigena CCY9414 und Emiliania huxleyi bei der 

Suche berücksichtigt, trotz des Fehlens eines vollständig sequenzierten Genoms. Homologe 

Proteine einiger heterotropher Bakterien, wie Escherichia coli K12, Rhodopseudomonas 

palustris HaA2 und CGA009 wurden ebenfalls in phylogenetischen Analysen betrachtet. Die 

Sequenzen wurden von folgenden Datenbanken bezogen: 1) GenBank 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/) für Populus trichocarpa, Zea mays, Physcomitrella 

patens, Oryza sativa, Sorghum bicolor, Ostreococcus tauri, Chlamydomonas reinhardtii, 

Volvox carteri, Chlorella variabilis, Coccomyxa subellipsoidea, Micromonas sp. RCC299, 

Ectocarpus silculosus Phaeodactylum tricornutum, Thalassiosira pseudonana, Nodularia 

spumigena CCY9414, Escherichia coli K12, Rhodpseudomonas palustris HaA2 und 

CGA009; 2) JGI (http://www.jgi.doe.gov/) für Sorghum bicolor, Fragilariopsis cylindrus und 

Emiliania huxleyi; 3) Cyanidioschyzon merolae genome browser (http://merolae.biol.s.u-

tokyo.ac.jp/) (Matsuzaki et al. 2004); 4) Cyanophora paradoxa 

(http://cyanophora.rutgers.edu/cyanophora/home.php); CyanoBase für alle Cyanobakterien 

außer N. spumigena. Die Proteinsequenzen der Rotalge Galdieria sulphuraria wurden 

freundlicher Weise von Prof. A. P. M. Weber (Universität Düsseldorf) zur Verfügung gestellt. 

Die Accession-Nummern oder ORFs sind in (Tabelle 11,12) zusammengefasst. Zusätzlich 

wurden 16S rRNA-Sequenzen der genannten Organismen von den Datenbanken GenBank 

und Cyanobase bezogen.  

3.2.4.2 Phylogenetische Analysen  

Die Berechnung der Phylogenien der am 2PG-Zyklus beteiligten Proteine und der 16S rRNA 

erfolgte auf Grundlage eines Alignments homologer Nukleotid- oder Aminosäuresequenzen. 

Dieses Alignment wurde nach dem ClustalW-Algorithmus (Thompson et al. 1994) innerhalb 

des BioEdit Alignment Editors (Hall 1999) oder des Muscle-Algorithmus' (Edgar 2004) der 

phylogeny.fr Website (Dereeper et al. 2008) erstellt und falls notwendig visuell ausgebessert. 

Stark nicht-konservierte Bereiche wurden durch das Programm GBlocks (Castresana 2000) 

aus dem Alignment entfernt. Die Maximum-Likelihood-Analyse der 16S rRNA erfolgte unter 

Nutzung des General Time Reversible-Substitutionsmodell, welches von einer geschätzten 

Ratenheterogenität der Sequenzpositionen (α-Parameter der Gamma-Verteilung) ausgeht. 

Die Wahrscheinlichkeit der entstandenen Knoten wurde mit den Bootstrap-Werten für 400 

oder 1000 Replikate angegeben.  
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Für die Berechnung der Maximum-Likelihood-Phylogenien auf Grundlage eines Protein-

Alignments wurden die Evolutionsmodelle Le and Gascuel (2008) oder WAG (Whelan and 

Goldman 2001) ausgewählt. Beide Modelle nutzen einen geschätzten α-Parameter der 

Gamma-Verteilung um die Ratenheterogenität der Sequenzpositionen einzubeziehen.  

Die Phylogenien wurden unter Zuhilfenahme des Programmes MEGA 5.1 (Tamura et al. 

2011) oder PhyML (Guindon and Gascuel 2003) innerhalb der phylogeny.fr Website 

berechnet. Die graphische Darstellung und Bearbeitung der Phylogenien erfolgte ebenfalls 

mit MEGA 5.1.  
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4. Ergebnisse 

Die Ergebnisse dieser Arbeit sind nach den Proteinen des 2-Phosphoglykolat-Zyklus 

gegliedert. Leider konnte im Rahmen dieser Arbeit keine Annahme über die Phylogenie der 

Glutamat:Glyoxylat-Aminotransferase (GGT) gemacht werden.  

4.1 Phylogenie der Chloroplasten phototropher Eukaryoten 

Ausgangspunkt der phylogenetischen Analysen der Proteine des 2PG-Zyklus ist ein 

phylogenetischer Stammbaum, basierend auf 16S rRNA-Sequenzen aus heterotrophen 

Bakterien, Cyanobakterien und den Chloroplasten phototropher Eukaryoten (Abbildung 5). 

Übereinstimmend mit anderen Arbeiten (z. Bsp. Le Corguille et al. 2009; Nelissen et al. 

1995; Worden et al. 2009), die auf Grundlage eines größeren Datensatzes berechnet 

wurden, bilden Cyanobakterien, Algen und Landpflanzen eine monophyletische Gruppe. 

Neben diesem großen Cluster bilden α- und β- Cyanobakterien die Schwestergruppe der 

phototrophen Eukaryoten. An der Spitze des phylogenetischen Stammbaums bilden alle 

Landpflanzen eine Gruppe, die sich von den Grünalgen abspaltet. An der äußerstes Position 

der Landpflanzen und Grünalgen ist die einzellige Grünalge Chlorella variabilis positioniert. 

Die Schwestergruppe der Landpflanzen und Grünalgen bilden die Rotalgen Cyanidioschyzon 

merolae und Galdieria sulphuraria und die Chromalveolaten, wie Thalassiosira pseudonana 

(Diatomee) oder Ectocarpus silculosus (Braunalge). Das Auftreten der Rotalgen und 

Chromalveolata in einer Gruppe bestätigt die Entstehung des Plastids der Chromalveolaten 

aus einer sekundären Endosymbiose mit einer Rotalge (Janoušíkovec et al. 2010; Keeling 

2004). Die basale Position der phototrophen Eukaryoten wird durch die Glaucophyta 

Cyanophora paradoxa eingenommen und reflektiert die frühe Divergenz dieser Gruppe von 

den Rot- und Grünalgen (z. Bsp. Price et al. 2012). Gloeobacter violaceus, das einzige 

Cyanobakterium ohne Thylakoidmembranen, bildet die äußerste Position aller phototrophen 

Organismen. Die anderen Cyanobakterien teilen sich in zwei Subcluster, die α- und β-

Cyanobakterien. Eine Ausnahme bilden die β-Cyanobakterien Acyrochloris sp. und 

Synechococcus elongatus PCC 6301, die sich von den α-Cyanobakterien abspalten, wie 

auch schon von Gupta und Mathews (2010) beobachtet. Als Außengruppe dienten 16S 

rRNA-Sequenzen heterotropher Prokaryoten.  

Die monophyletische Gruppe aller phototrophen Organismen (Cyanobakterien und 

Eukaryoten) spiegelt die cyanobakterielle Abstammung aller eukaryotischen Plastiden wider. 

Wurde in einer der Phylogenien der pflanzlichen Proteine des 2PG-Zyklus eine ähnliche 
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Phylogenie gefunden, wurde für dieses Proteine eine cyanobakterielle Herkunft 

angenommen.  

 

Abbildung 5. Maximum-Likelihood-Phylogenie basierend auf 16S rRNA-Sequenzen, 
aus 52 heterotrophen Prokaryoten, Cyanobakterien und den Chloroplasten phototropher 
Eukaryoten. Die Zahlen an den Knoten repräsentieren die Bootstrap-Werte für 1000 
Replikate. 

4.2 Phosphoglykolat-Phosphatase 

Phosphoglykolat-Phosphatasen (PGPase) zählen zu der Proteinfamilie der Haloacid 

Dehalogenase-ähnlichen Hydrolasen (IPR005833). Während die photorespiratorische 

PGPase aus Arabidopsis identifiziert werden konnte (At5g36790; Schwarte and Bauwe 

2007), ist bis heute unklar, welches Enzym in Cyanobakterien das, aus der Oxygenase-

Reaktion der Rubisco resultierende 2PG dephosphoryliert. BlastP-Analysen, ausgehend von 

der Arabidopsis PGPase identifizierten in Synechocystis sp PCC 6803 drei Kandidaten-
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Proteine Slr1762, Sll1349 und Slr0459, die allerdings nur wenig Sequenzähnlichkeit zu der 

Arabidopsis PGPase aufweisen (~20%). Im Gegensatz dazu, weisen die putativen PGPasen 

aus der Glaucophyta Cyanophora paradoxa und den Rot- und Grünalgen eine relativ hohe 

Sequenzähnlichkeit auf (~50%). Dies spricht für die Polyphylie der PGPasen aus 

Cyanobakterien und phototrophen Eukaryoten. Trotz der Lokalisation der pflanzlichen 

PGPase im Chloroplasten wurde dieses Protein nicht während der primären Endosymbiose 

ins Genom der phototrophen Eukaryoten transferiert. Leider konnte im Rahmen dieser Arbeit 

aufgrund der Heterogenität der PGPasen aus phototrophen Eukaryoten und Cyanobakterien 

keine vertrauenswürdige Phylogenie berechnet werden.  

4.3 Glykolat-Oxidase 

4.3.1 Phylogenie der GOX 

Die Arabidopsis Glykolat-Oxidase 2 (At-GOX2, At3G14415) wurde in einer BlastP-Analyse 

als Template eingesetzt um ähnliche Proteine in Cyanobakterien und Algen zu identifizieren. 

Die putative Oxidase aus Nostoc sp. PCC 7120 (All0170) wurde in einer zweiten BlastP-

Analyse gegen cyanobakterielle Proteine genutzt. Die identifizierten Proteine zählen alle zu 

den α-Hydroxysäure-Oxidasen (EC 1.1.3.15) und sind charakterisiert durch die Umsetzung 

von L-Isomeren der α-Hydroxysäuren. Die putativen GOX-Proteine wurden genutzt um die 

Phylogenie der At-GOX2 zu berechnen. Im phylogenetischen Stammbaum lassen sich die 

Proteine in zwei Cluster unterteilen (Abbildung 6). Das untere, kleinere Cluster besteht 

ausschließlich aus α- und γ-Proteobakterien. In einem anderen phylogenetischen 

Stammbaum wurden neben diesen auch andere bakterielle Proteine einbezogen, die bereits 

als Laktat-Oxidasen beschrieben sind (Hackenberg, Kern et al. 2011). Dies lässt die 

Schlussfolgerung zu, dass es sich auch bei den Proteinen aus den, in diesem Baum 

untersuchten proteobakteriellen Proteinen um Laktat-Oxidasen handelt. Das zweite große 

Cluster umfasst ausschließlich phototrophe Organismen, an deren Basis erstaunlicherweise 

die putativen GOX-Proteine der Cyanobakterien positioniert sind und wird durch einen hohen 

Bootstrap-Wert (100%) unterstützt. Die Monophylie der GOX-Proteine aus Cyanobakterien, 

Algen und Landpflanzen ist ein Indiz für einen cyanobakteriellen Ursprung der pflanzlichen 

Glykolat-Oxidasen. Gene für GOX-ähnliche Proteine konnten allerdings nicht in allen 

cyanbakteriellen Genomen detektiert. Cyanobakterien mit einem GOX-ähnlichen Protein 

besitzen alle die Fähigkeit molekularen Stickstoff zu fixieren.  

Die Grünalgen positionieren sich als äußerste Gruppe der phototrophen Eukaryoten. Dieses 

Clustering ist unerwartet, da sie im phylogenetischen Stammbaum, basierend auf der 

chloroplastidären 16S rRNA-Gene die Schwestergruppe der Landpflanzen bilden. In der 
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Phylogenie der pflanzlichen GOX bilden Rotalgen die Schwestergruppe der Landpflanzen. 

Die Abspaltung der Glaucophyta Cyanophora paradoxa von der Landpflanzen-Rotalgen-

Gruppe ist nur durch einen schwachen Bootstrap-Wert (<50%) unterstützt und bedarf 

weiterer Untersuchungen. Die Braunalge Ectocarpus silculosus positioniert sich an der Basis 

der Archaeplastida-Linien.  

Ob es sich bei den Proteinen aus Cyanobakterien, Grün- und Rotalgen tatsächlich um 

Glykolat-Oxidasen handelt, wurde im Weiteren durch die biochemische Charakterisierung 

der rekombinanten Proteine untersucht.  

 

Abbildung 6. Maximum-Likelihood-Baum der Arabidopsis Glykolat-Oxidase (At-GOX2) 
basierend auf 23 Sequenzen. Um die Datengrundlage zu vergrößern, wurden putative 
GOX-Proteine von Trichodesmium erythraeum IMS101 (Tery_2398) und Cyanothece sp. 
ATCC 51142 (cce_1717) einbezogen. Die Zahlen an den Knoten repräsentieren die 
Bootstrap-Werte für 1000 Replikate. 

4.3.2 Biochemie der GOX 

Die biochemische Charakterisierung des All0170-Proteins aus Nostoc ergab, dass es sich 

bei diesem Enzym um eine L-Laktat-Oxidase handelt und wurde aufgrund dessen als No-

LOX bezeichnet (Hackenberg, Kern et al. 2011). Dies wird durch die hohe Affinität des 

Proteins zu L-Laktat (Km von 0.039±0.007 mM) verglichen mit Glykolat (Km von 
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0.233±0.05 mM) und der über 200fach höheren spezifischen Aktivität mit L-Laktat unterstützt 

(Tabelle 8; Hackenberg, Kern et al. 2011). 

Im phylogenetischen Stammbaum steht die Grünalge Chlamydomonas reinhardtii zwischen 

den cyanobakterielle Laktat-Oxidasen (LOX) und den pflanzlichen GOX-Proteinen. Somit 

könnte das Protein eine Zwischenstufe in der Evolution von der cyanobakteriellen No-LOX 

zu der pflanzlichen At-GOX2 bilden. Um diese Hypothese zu überprüfen, wurde das Gen der 

putative GOX aus der Grünalge isoliert (siehe Hackenberg, Kern et al. 2011) und in den 

Expressionsvektor pET28a kloniert und das heterologe Protein in E. coli überexpremiert. 

Durch das His-Tag des rekombinanten Proteins konnte die putative GOX über eine 

Affinitätschromatografie aufgereinigt und anschließend biochemisch charakterisiert und mit 

der No-LOX und At-GOX2 verglichen werden.  

Tabelle 8. Enzymkinetische Parameter der L-Laktat- und Glykolat-Oxidasen aus Nostoc 
(No-LOX), Chlamydomonas (Cr-LOX) und Arabidopsis (At-GOX2) mit L-Laktat und 
Glykolat als Substrat. Gemessen wurden die Enzymaktivitäten von mindestens drei 
biologischen Replikaten (Hackenberg, Kern et al. 2011). 

 L-Laktat  Glykolat 

Km 

(mM) 
vmax 

(μmol min-1 mg-1) 
Km 

(mM) 
vmax 

(μmol min-1 mg-1) 

No-LOX 0.039 ± 0.007 12.73 ± 1.55 0.233 ± 0.05 0.049 ± 0.021 

Cr-LOX 0.081 ± 0.027 10.59 ± 0.46 1.244 ± 0.063 0.189 ± 0.059 

At-GOX2 0.356 ± 0.182 0.742 ± 0.036 1.906 ± 0.64 35.64 ± 11.16 

 

Ähnlich, wie für die No-LOX konnte auch für das Protein aus Chlamydomonas eine höhere 

Affinität zu L-Laktat (Km von 0.081±0.027 mM) verglichen mit Glykolat (Km von 1.244±0.063) 

detektiert werden. Aufgrund dessen wurde das Protein Cr-LOX genannt. Die maximale 

spezifische Aktivität (vmax) der Cr-LOX für L-Laktat ist 50mal höher als für Glykolat. Im 

Gegensatz dazu weist die At-GOX2 einen 40mal höheren vmax-Wert mit Glykolat gegenüber 

L-Laktat auf. Zwar ist auch für die Cr-LOX eine deutliche Präferenz für L-Laktat zu erkennen, 

vergleicht man aber das Verhältnis der L-Laktat- zu Glykolat-Oxidase-Aktivität der Cr-LOX 

mit der No-LOX und At-GOX2, zeigt sich eine Entwicklung zu einer Glykolat-Oxidase. Die 

kinetischen Paramater positionieren die Cr-LOX, genauso wie die phylogenetischen 

Analysen zwischen die At-GOX2 und No-LOX (Abbildung 8). 
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Abbildung 7. Alignment der am aktiven Zentrum der LOX und GOX beteiligten 
Aminosäuren. Nummern der Aminosäure beziehen sich auf die Position in der No-LOX. 
Arabidopsis: At-GOX2; Cyanidioschyzon: Cm-GOX; Chlamydomonas: Cr-LOX; Nostoc: No-
LOX. Accession Nummern der Proteine sind At-GOX2 (At3g14415), Cm-GOX (CMQ436C), 
Cyanophora (contig54585), Ectocarpus (CBN74053), Cr-LOX (AB610509), No-LOX 
(All0170), A. viridans (AAB36100) (verändert nach Hackenberg, Kern et al. 2011). 

Die Abstammung der At-GOX2 von einem cyanobakteriellen Vorläufer bedeutet, dass eine 

Evolution von einem Laktat-spezifischen (No-LOX) zu einem Glykolat-spezifischen (At-

GOX2) Enzym (oder umgekehrt) stattgefunden haben muss. Um die Schritte, die zu der 

Veränderung der Substratspezifität beigetragen haben, nachzuvollziehen, wurde das aktive 

Zentrum beschriebener Laktat- und Glykolat-Oxidasen analysiert. In einem Alignment der am 

aktiven Zentrum beteiligten Aminosäuren wurden die Aminosäuren des aktiven Zentrums 

bekannter Laktat- und Glykolat-Oxidasen mit denen aus Nostoc, Chlamydomonas und 

Arabidopsis verglichen (Abbildung 7). Neben den FMN-bindenden Aminosäuren konnten drei 

Aminosäurepositionen ausgemacht werden, die besonders wichtig für die Interaktion mit 

Laktat bzw. Glykolat sind (Hackenberg, Kern et al. 2011 und darin zitierte Quellen). Durch 

Site Specific Mutagenesis konnten die drei Aminosäuren an Position 82, 112 und 212 der 

No-LOX so verändert werden, dass das aktive Zentrum an diesen drei Positionen dem der 

At-GOX2 entsprach. Die daraus resultierenden sieben einfach, doppelt oder dreifach 

mutierten No-LOX-Varianten wurden in E. coli überexpremiert und biochemisch analysiert. 

Mit der Ausnahme der No-LOX-Variante M82T zeigen alle No-LOX-Varianten eine geringere 

Aktivität mit L-Laktat als Substrat verglichen mit dem Wildtyp-Enzym (Tabelle 9). Im 

Gegensatz dazu, gelang es in den meisten No-LOX-Varianten einer Erhöhung der Glykolat-

Aktivität zu detektieren. Dabei zeigten die Doppel-Aminosäureaustausch-Varianten 

M82T/L112W und L112W/F212V eine bis 10fach gesteigerte Aktivität mit Glykolat. 

Betrachtet man die Raten der L-Laktat- zu Glykolat-Aktivität, zeigen alle No-LOX-Varianten 

eine Abnahme dieser Aktivitätsrate (Abbildung 8). Ferner zeigen die Varianten 

L112W/F212V und die dreifach-mutierte No-LOX ein LOX/GOX-Verhältnis ähnlich der At-

GOX2 (Abbildung 8).  
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Abbildung 8. Vergleich der Enzymaktivitäten der L-Laktat- und Glykolat-Oxidasen, aus 
Nostoc (No-LOX), Chlamydomonas (Cr-LOX) sowie Arabidopsis (At-GOX2) und der 
Aminosäureaustausch-Varianten der No-LOX mit L-Laktat oder Glykolat als Substrat. Die 
Bezeichnungen der No-LOX-Varianten entsprechen der Wildtyp Aminosäure der No-LOX 
und der Aminosäure der No-LOX-Variante (Einbuchstaben-Code) an der entsprechenden 
Position in der No-LOX. Dargestellt ist das Verhältnis der L-Laktat/Glykolat-Oxidation.  

Die GOX-ähnlichen Proteine aus Rot-, Braun-, und Glaucophyta-Algen bilden die 

Schwestergruppe zu den GOX-Proteinen aus Landpflanzen. Hingegen positionieren sich die 

Grünalgen von den Landpflanzen weiter entfernt, als basale Gruppe der phototrophen 

Eukaryoten. Dieses ungewöhnliche Clustering im phylogenetischen Stammbaum der 

pflanzlichen GOX spiegelt sich im aktiven Zentrum der Oxidasen wider. Das aktive Zentrum 

der GOX-Proteine aus Rot-, Braun- und Glaucophyta-Algen ist im Gegensatz zu der Cr-LOX 

mit dem aktiven Zentrum der At-GOX2 identisch (Abbildung 7). Dies lässt die Hypothese zu, 

dass es sich bei diesen Proteinen im Gegensatz zur Cr-LOX um Glykolat-Oxidasen handelt. 

Um diese Hypothese zu überprüfen, wurde das Gen der GOX aus der einzelligen Rotalge 

Cyanidioschyzon merolae isoliert. Das heterolog exprimierte Protein aus Cyanidioschyzon 

konnte, ebenso wie die anderen Oxidasen über Affinitätschromatografie aufgereinigt und 

biochemische charakterisiert werden. Das rekombinante Protein der Rotalge besitzt ähnliche 

biochemische Eigenschaften wie die At-GOX2 (Tabelle 9) und wurde deshalb Cm-GOX 

genannt. Zwar ist die spezifische Aktivität der Cm-GOX verglichen mit der At-GOX2 mit L-

Laktat höher und mit Glykolat geringer, aber die Aktivität der Cm-GOX ist doppelt so hoch 

mit Glykolat als mit L-Laktat als Substrat (Tabelle 9).  
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Tabelle 9. Enzymaktivitäten der Wildtyp-Proteine No-LOX, Cr-LOX, Cm-GOX und At-
GOX2 verglichen mit den Aminosäureaustausch-Varianten der No-LOX mit Glykolat und 
L-Laktat als Substrat (verändert nach Hackenberg, Kern et al. 2011).  

 
 

Aktivität (μmol min-1 mg-1) Verhältnis 

Glykolat  
(5 mM) 

L-Laktat  
(5 mM) 

L-Laktat/ 
Glykolat 

Wildtyp-Enzyme 

 No-LOX  0.06 ± 0.01 14.73 ± 3.59  245.5  

 Cr-LOX 0.16 ± 0.06 9.75 ± 0.46  60.9  

 Cm-GOX 12.39 ± 1.21 5.79 ± 1.06  0.47  

 At-GOX2 24.27 ± 5.00 3.05 ± 1.28  0.1  

Einzelaustausch-Varianten der No-LOX 

 M82T 0.55 ± 0.10 23.34 ± 2.76  42.5  

 L112W 0.06 ± 0.02 7.69 ± 0.48  120.2  

 F212V 0.16 ± 0.03 1.43 ± 0.30  9.0  

Doppelaustausch-Varianten der No-LOX 

 M82T, L112W 0.11 ± 0.06 0.47 ± 0.04  4.2  

 M82T, F212V 0.47 ± 0.13 7.57 ± 1.10  16.3  

 L112W, F212V 0.60 ± 0.13 0.38 ± 0.07  0.6  

Dreifachaustausch-Variante der No-LOX 

 M82T, L112W, F212V 0.26 ± 0.04 0.11 ± 0.03  0.4  

 

4.4 Glycin-Decarboxylase 

In allen Phylogenien der Glycin-Decarboxylase (GDC)-Proteine, P, T und L, bilden die 

phototrophen Eukaryoten eine monophyletische Gruppe mit den Proteinen der α-

Proteobakterien (Abbildung 9), was durch hohe Bootstrap-Werte unterstützt werden kann. 

Diese Phylogenien deuten auf einen α-proteobakteriellen Ursprung der GDC-Proteine, 

welche im Mitochondrium von Pflanzen und Algen lokalisiert sind (Bauwe et al. 2010). Zwar 

sind die Phylogenien der einzelnen GDC-Proteine ähnlich und die Hauptabzweigungen 

durch hohe Bootstrap-Werte unterstützt, doch die Stellung des γ-Proteobakteriums E. coli 

unterscheidet sich in den einzelnen Maximum-Likelihood-Analysen. Während in der P- und 

L-Protein-Phylogenie E. coli eine monophyletischer Gruppe mit Rhodopseudomonas und 

den phototrophen Eukaryoten bildet, clustert das T-Protein von E. coli an der Basis der 

cyanobakteriellen Proteine. Außerdem positionieren sich die P-Proteine der β-

Cyanobakterien separat als Schwestergruppe zu den Proteobakterien, Pflanzen und Algen, 

wobei die α-Cyanobakterien an der Basis stehen. Hingegen konnten die Phylogenien der T- 

und L-Proteine die Differenzierung der Cyanobakterien nicht klar widergeben. Besonders die 
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Position von Gloeobacter violaceus PCC 7421 und Synechococcus sp. PCC 6301 ist unklar 

und wird nur von niedrigen Bootstrap-Werten unterstützt.  

Im Gegensatz zum L-Protein der GDC ist ein weiteres L-Protein, welches Teil der Pyruvat-

Dehydrogenase ist, im Chloroplasten lokalisiert. Im phylogenetischen Stammbaum des 

chloroplastidären L-Proteins bilden, anders als das mitochondriale GDC L-Protein, die 

Proteine aus Landpflanzen und Algen eine monophyletische Gruppe mit den 

cyanobakteriellen Enzymen (Lutziger and Oliver 2000).  

Neben den großen Untereinheiten P-, T- und L-Protein der GDC wurde auch das H-Protein 

betrachtet. Jedoch ist dieses Protein sehr kurz und wenig konserviert, was die Berechnung 

abgesicherter Phylogenien unmöglich macht. Trotzdem sprechen die Phylogenien der 

anderen GDC-Proteine auch im Falle des H-Proteins für einen α-proteobakteriellen Ursprung 

dieses Proteins in phototrophen Eukaryoten. 
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Abbildung 9. Maximum-Likelihood-Phylogenien der GDC P-, T-, und L-Proteine. Die Maximum-Likelihood-Analysen basieren auf 29 
Sequenzen des P-Proteins, 30 Sequenzen des T-Proteins und 30 Sequenzen des L-Proteins. Die Zahlen an den Knoten repräsentieren 
die Bootstrap-Werte für 400 Replikate (Kern et al. 2011). 
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4.5 Serin:Hydroxymethyltransferase 

Im Arabidopsis-Genom sind fünf Serin:Hydroxymethyltransferase (SHMT)-Isoformen kodiert, 

deren Proteine in diversen Zellkompartimenten lokalisiert sind (Bauwe et al. 2010; McClung 

et al. 2000; Voll et al. 2006). Innerhalb dieser Arbeit wurden nur die mitochondrialen 

Isoformen SHMT1 und SHMT2 betrachtet. Im phylogenetischen Stammbaum der SHMT sind 

beide Isoformen aus einem gemeinsamen Knoten abgeleitet (Abbildung 10). Die SHMT-

Proteine aus Pflanzen und Algen bilden eine monophyletische Gruppe, an deren Basis die 

SHMT der Haptophyta Emiliania huxleyi steht. Außerdem erfolgt die Aufspaltung der Cyano- 

und Proteobakterien von einem gemeinsamen Knoten. Weder die Proteobakterien, noch die 

Cyanobakterien stehen in einer direkten Schwestergruppen-Beziehung zu den phototrophen 

Eukaryoten. Dies macht eine eindeutige Beurteilung der Abstammung der SHMT in 

phototrophen Eukaryoten unmöglich. Dennoch wird aufgrund der Lokalisation im 

Mitochondrium eine proteobakterielle Herkunft der photorespiratorischen SHMT vermutet.  

 

Abbildung 10. Maximum-Likelihood-Phylogenie basierend auf 31 Sequenzen der Serin-
Hydroxymethyltransferase (SHMT1 und SHMT2). Die Zahlen an den Knoten 
repräsentieren die Bootstrap-Werte für 400 Replikate (Kern et al. 2011). 
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4.6 Serin:Glyoxylat-Aminotransferase 

Die Serin:Glyoxylat-Aminotransferase (SGT) zählt zu den Aminotransferasen der Klasse V. 

Die Arabidopsis SGT1 (At2g13360) weist hohe Sequenzähnlichkeiten zu Alanin:Glyoxylat-

Aminotransferasen auf, weshalb sie in der Literatur oft auch als AGT1 beschrieben wird 

(Liepman and Olsen 2001). Über cyanobakterielle Aminotransferasen ist bisher wenig 

bekannt. BlastP-Analysen mit der Arabidopsis SGT1 identifizierten einige Aminotransferasen 

innerhalb der Cyanobakterien und Algen, sowie heterotrophen Bakterien und Tieren. 

Pflanzliche Aspartat-Aminotransferasen dienten als Außengruppe für die Phylogenie-

Rekonstruktion der photorespiratorischen SGT. In einem Maximum-Likelihood-Baum SGT-

ähnlicher Proteine trennen sich vier große Gruppen (Abbildung 11). Die oberste Gruppe 

bilden die photorespiratorischen SGT-Proteine aus Landpflanzen mit der biochemisch 

charakterisierten SGT1 aus Arabidopsis (Liepman and Olsen 2001), sowie verwandte 

Proteine der Grün- und Rotalgen. Als Schwestergruppe dazu stehen die proteobakteriellen 

Proteine mit Aminotransferase-Ähnlichkeit (Abbildung 11). Diese Beziehung deutet auf eine 

proteobakterielle Herkunft der SGT in Landpflanzen und den Algen dieses Clusters. Alle 

anderen Gruppen des Maximum-Likelihood-Baums enthalten cyanobakterielle Proteine. 

Dabei fallen die meisten cyanobakteriellen Proteine in die zwei unteren Gruppen der SGT-

ähnlichen Proteine. Im Gegensatz zu den SGT-ähnlichen Proteinen von Chlamydomonas 

und Volvox des oberen Clusters gruppieren sich die putativen SGTs der Diatomeen und 

Grünalgen Micromonas sp. RCC299, Micromonas pusilla, Ostreococcus lucimarinus und 

Ostreococcus tauri in einem kleineren Subcluster zusammen mit zwei Cyanobakterien-

Stämmen Acaryochloris marina MMIC11017 und Acaryochloris sp. CCMEE5410. Proteine, 

dieses Subcluster ähneln Aminotransferasen der Klasse V aus Bakterien, die allerdings in 

dieser Phylogenie nicht berücksichtigt wurden. Die Bildung eines separaten Clusters und die 

Ähnlichkeit zu bakteriellen Proteinen deutet auf eine differenzierte Entstehungsgeschichte 

der SGT in Diatomeen und den basalen Grünalgen, wie Micromonas und Ostreococcus 

verglichen mit den SGT-Proteinen aus Landpflanzen, Rot- und anderen Grünalgen. Die 

Präsenz von nur zwei Cyanobakterien-Stämmen in diesem Subcluster und das Fehlen 

anderer cyanobakterieller Proteine in dieser Gruppe lässt auf einen horizontalen Erwerb 

dieses Proteins von anderen Bakterien durch die genannten Acaryochloris-Stämme 

vermuten. 
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Abbildung 11. Maximum-Likelihood-Baum der Serin:Glyoxylat-Aminotransferase (SGT) 
basierend auf 62 Sequenzen. Zusätzlichen wurden putative SGT-Proteine der von 
Tieren Aedes aegypti (XP_001660875), Anopheles gambiae str. PEST (XP_311559), Mus 
musculus (AAH25799) und Homo sapiens (NP_000021) einbezogen. Als Außengruppe 
wurden pflanzliche Aspartat-Aminotransferasen verwendet: Arabidopsis thaliana 
(At2g30970), Populus trichocarpa (XP_002321073), Oryza sativa (NP_001057825) und Zea 
mays (NP_001141969). Die Zahlen an den Knoten repräsentieren die Bootstrap-Werte für 
1000 Replikate. 
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Im Gegensatz zu den Landpflanzen, Grün- und Rotalgen gruppiert sich eine vermutliche 

SGT aus der Glaucophyta-Alge Cyanophora paradoxa (Glaucophyta) gemeinsam mit den 

Proteinen aus α- und β-Cyanobakterien. Zusammen bildet dieses Cluster die 

Schwestergruppe zu anderen SGT-ähnlichen Proteinen aus Eukaryoten inklusive einigen 

Proteinen aus Tieren und ein zweites SGT-ähnliches Protein aus Chlamydomonas und 

Volvox. In dem Cyanophora-Cyanobakterien-Cluster positionieren sich SGTs aus 

Cyanobakterien, die in keiner der anderen cyanobakteriellen Cluster auftreten. Im Gegensatz 

zur proteobakteriellen Herkunft der SGT-Proteine in Landpflanzen sowie Rot- und einigen 

Grünalgen, deutet die Bildung einer monophyletischen Gruppe der SGT-ähnlichen Proteine 

aus Cyanophora und Cyanobakterien auf einen cyanobakteriellen Ursprung dieses Proteins 

in den Glaucophyta-Algen hin.  

Die einzelnen Aufspaltungen der SGT-Phylogenie sind zum Teil sehr ungenau und nur durch 

geringe Bootstrap-Werte unterstützt. Diese Phylogenie verdeutlicht die Komplexität der 

Evolution von Aminotransferasen der Klasse V.  
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4.7 Hydroxypyruvat-Reduktase 

4.7.1 Phylogenie der HPR 

 

Abbildung 12. Maximum-Likelihood-Baum der Arabidopsis Hydroxypyruvat-Reduktase 
(HPR1) basierend auf 31 Sequenzen. Die Zahlen an den Knoten repräsentieren die 
Bootstrap-Werte für 1000 Replikate.  

Die photorespiratorische Hydroxypyruvat-Reduktase katalysiert die NAD(P)H-abhängige 

Reduktion von Hydroxypyruvat zu Glycerat und zählt zu der Proteinfamilie der NAD(P)-

abhängigen 2-Hydroxysäure-Dehydrogenasen (Pfam Clan CL0325). Dies Proteinfamilie ist 

charakterisiert durch die Substratspezifität gegenüber D-Isomeren der Hydroxysäuren. In 

Cyanobakterien konnte bisher noch keine photorespiratorische Hydroxypyruvat-Reduktase 

funktionell charakterisiert werden. BlastP-Analysen ausgehend von der Arabidopsis HPR1 

(Timm et al. 2008) identifizierten zunächst drei Kandidaten-Proteine in den Cyanobakterien 

Synechocystis sp. PCC 6803 (Slr2123, Slr1556 und Sll1908) und Nostoc sp. PCC 7120 
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(All8087, Alr0058 und Alr1890). Erste Cluster-Analysen zeigten, dass die Proteine aus 

Synechocystis Slr1556, Sll1908 sowie aus Nostoc Alr0058 und Alr1890 ein, zu den anderen 

HPR-ähnlichen Proteinen aus Cyanobakterien und der biochemisch charakterisierten HPR1 

von Arabidopsis separates Cluster bilden. Die anschließende Maximum-Likelihood-Analyse 

erfolgte nur mit cyanobakteriellen Proteinen ähnlich der des Nostoc-Proteins All8087. 

Ähnlich, wie die No-LOX sind auch die HPR1-ähnlichen Proteine nur in einigen wenigen 

Cyanobakterien-Stämmen präsent, darunter meist Stickstofffixierer (Abbildung 12). In dem 

phylogenetischen Stammbaum der Arabidopsis HPR1 bilden Proteine aus Landpflanzen, 

Grünalgen und Rotalgen eine monophyletische Gruppe, die aus einem gemeinsamen 

Knoten mit Bakterien der Firmicutes und Actinobacter hervorgehen. Diese Beziehung kann 

weder mit einer proteobakteriellen noch cyanobakteriellen Herkunft der 

photorespiratorischen HPR1 erklärt werden.  

Neben dem unteren cyanobakteriellen Cluster, welches unter anderem das Nostoc-Protein 

All8087 enthält, kann eine zweite Gruppe mit cyanobakteriellen Proteinen definiert werden. 

Diese Gruppe umfasst neben E. coli und Rhodopseudomonas, ausschließlich Cyanothece-

Stämme. Anders als erwartet, fällt auch das HPR-ähnliche Protein aus der Glaucophyte 

Cyanophora in diese Gruppe. Dies spricht für eine andere Phylogenie der HPR aus 

Cyanophora verglichen mit anderen Archaeplastida, wie den Landpflanzen und Rotalgen.  

BlastP-Analysen mit dem Synechocystis-Protein Sll1908 oder dem Nostoc-Protein Alr1890 

als Template sollten Aufschluss über die Funktion dieser Proteine geben. Dabei zeigte sich, 

dass die cyanobakteriellen Proteine der Arabidopsis 3-Phosphoglycerat-Dehydrogenase 

(3PGADH; At1g17745) ähneln. In der Maximum-Likelihood-Analyse der Arabidopsis 

3PGADH bilden, ähnlich der Art-Phylogenie, Landpflanzen, Grün- und Rotalgen eine 

monophyletische Gruppe (Abbildung 13). Die Schwestergruppe dazu wird von den α- und β-

Cyanobakterien gebildet. An der Basis dieses phylogenetischen Stammbaums stehen α- und 

γ-Proteobakterien. Die Schwestergruppenbeziehung zwischen den putativen 3PGADH's aus 

Cyanobakterien und den Proteinen phototropher Eukaryoten, lässt einen cyanobakteriellen 

Ursprung der pflanzlichen 3PGADH vermuten.  
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Abbildung 13. Maximum-Likelihood-Baum der Arabidopsis 3-Phosphogycerat-
Dehydrogenase (3PGADH) basierend auf 37 Sequenzen. Die Zahlen an den Knoten 
repräsentieren die Bootstrap-Werte für 1000 Replikate. Die Accession-Nr. sind: Arabidopsis At1g17745, 

Populus XP_002316453, Sorghum XP_002438779, Oryza EAZ37861, Physcomitrella XP_001751801, Zea ACF86477, 
Chlamydomonas XP_001692431, Volvox XP_002950373, Chlorella EFN59904, Cyanidioschyzon CMC149C, Nostoc alr1890, 
Anabaena Ava_3759, Gloeobacter glr2139, Nodularia CCY9414 ZP_01627985, Nostoc punctiforme Npun_R5218, 
Prochlorococcus MED4 PMM1354, Prochlorococcus MIT9313 PMT1431, Prochlorococcus SS120 Pro1436, 
Rhodopseudomonas CGA009 RPA4308, Synechocystis sll1908, Synechococcus PCC 6301 syc2486_c, Synechococcus 
CC9902 Syncc9902_0527, Synechococcus PCC 7002 SYNPCC7002_A1246, Synechococcus WH8102 SYNW0533, 
Synechococcus WH5701 ZP_01084050, Agrobacterium NP_356914, Rhizobium YP_470937, Maritimibacter ZP_01015661, 
Caulobacter NP_422009, Xanthobacter YP_001416108, Methylobacterium YP_001773092, Rhizobium YP_002977271, 
Escherichia NP_289481, Citrobacter YP_003368296, Yersinia YP_001007569, Serratia YP_001480146. 

4.7.2 Biochemie der HPR 

Um zu überprüfen, ob es sich bei den Kandidaten-Proteinen aus Synechocystis (Slr2123) 

und Nostoc (All8087 und Alr0058) um funktionelle HPRs handelt, wurden die Gene aus den 

Cyanobakterien isoliert. Die Proteine wurden in E. coli überexpremiert, aufgereinigt und 

biochemisch charakterisiert. Aufgrund der Position der HPR-ähnlichen Proteine aus drei 

Cyanothece-Stämmen wurde auch die putative HPR aus Cyanothece PCC 7822 (HPR7822) 

biochemisch charakterisiert.  

Die biochemischen Untersuchungen der Alr0058 zeigten, dass es sich bei diesem Enzym 

eher um eine Pyruvat-Reduktase handelt. Ähnliches konnte im Vorfeld schon für das 

Synechocystis-Protein Slr1556 durch M. Steffen (Abteilung Pflanzenphysiologie) gezeigt 

werden (nicht-publizierte Ergebnisse). Beide Enzyme haben mit Pyruvat als Substrat sowohl 
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den höchsten vmax-Wert, als auch den niedrigsten Km-Wert. Trotzdem konnten beide Enzyme 

die Reduktion von Glyoxylat und Hydroxypyruvat katalysieren (Abbildung 14). Die Proteine 

Slr2123 und All8087 setzen Hydroxypyruvat und Glyoxylat in einer ähnlichen maximalen 

Reaktionsgeschwindigkeit um, jedoch deuten vor allem die Km-Werte von All8087 auf die 

Bevorzugung von Hydroxypyruvat (Abbildung 14). Allerdings zeigt keines der Proteine eine 

ähnlich hohe Aktivität mit Hydroxypyruvat, wie die Arabidopsis HPR1 (Abbildung 14). 

Untersuchungen zur Substratspezifität der putativen HPR aus Cyanothece zeigten, im 

Gegensatz zu den Proteinen All8087 und Slr2123 eine ähnlich hohe Aktivität mit 

Hydroxypyruvat, wie die Arabidopsis HPR1. Während die Cyanothece HPR mit 1 mM 

Hydroxypyruvat eine spezifische Aktivität von 396.8 µmol min-1 mg-1 hat, setzt die 

Arabidopsis HPR1 Hydroxypyruvat mit einer Aktivität von 222 µmol min-1 mg-1 um. Im 

Gegensatz dazu ist die Aktivität der Arabidopsis HPR mit 1 mM Glyoxylat 35mal geringer 

(Timm et al. 2008). Die Aktivität der Cyanothece HPR mit 1 mM Glyoxylat ist hingegen nur 

4mal geringer als mit Hydroxypyruvat (Tabelle 10).  

 

Abbildung 14. Enzymkinetische Parameter der Arabidopsis HPR1 (AtHPR1) und 
putativen HPR-Proteine aus Synechocystis (Slr2123, Slr1556) und Nostoc (All8087, 
Alr0058) mit Hydroxypyruvat und Glyoxylat als Substrat. Gemessen wurden die 
Enzymaktivitäten von drei biologischen Replikaten (Slr2123, All8087 und Alr0058) oder drei 
technischen Replikaten (AtHPR1). Die Werte der Slr1556 entstammen der Arbeit von M. 
Steffen (nicht-publizierte Daten).  

Weder das Protein Sll1908 noch Alr1890 katalysieren die Umsetzung von Hydroxypyruvat 

oder Glyoxylat. Im Gegensatz dazu setzen beide Enzyme 3-Phosphoglycerat unter 

Verbrauch von NAD+ um (Tabelle 10) und zeigen gleichzeitig nur einen minimale Aktivität mit 

anderen Substraten. Dies bestätigt die Vermutung, dass es sich bei diesen Proteinen um die 

am Phosphoserin-Weg beteiligte 3PGADH handelt.  
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Tabelle 10. Enzymaktivitäten der Arabidopsis HPR1 und Cyanothece HPR7822, sowie 
den 3PGADHs aus Synechocystis Sll1908 und Nostoc Alr1890 mit 1 mM Substrat. n.d., 
nicht detektiert. *aus Timm et al. 2008.  

 Aktivität (μmol min-1 mg-1) 

 Hydroxypyruvat + 

NADH 

Glyoxylat +  

NADH 

3-Phosphoglycerate + 

NAD+ 

AtHPR1* 222 ± 15.7 6.4 ± 0.6 n.d.   

HPR7822 396.8   100.6   n.d.   

Sll1908 0   0   1.9 ± 0.3 

Alr1890 0   0   5 ± 0.1 

 

4.8 Glycerat-Kinase 

Die pflanzliche Glycerat-3-Kinase (GLYK) des 2PG-Zyklus unterscheidet sich sowohl 

strukturell, als auch phylogenetisch von bakteriellen Glycerat-2-Kinasen (GK), die u. a. auch 

in Tieren vorkommen (Bartsch et al. 2008; Boldt et al. 2005). Im Gegensatz zu den meisten 

anderen Cyanobakterien besitzen Synechocystis sp. PCC 6803 (Bartsch et al. 2008) und die 

thermophilen Synechococcus-Stämme JA-3-3Ab und JA-2-3B' eine bakterielle GK. Aufgrund 

der unterschiedlichen Phylogenien beider Glycerat-Kinasen, wurde nur die Phylogenie der 

pflanzlichen GLYK betrachtet. Der phylogenetische Stammbaum der GLYK unterstützt eine 

cyanobakterielle Herkunft dieses Proteins in Pflanzen (Abbildung 15). Dabei bilden die β-

Cyanobakterien eine monophyletische Gruppe mit den phototrophen Eukaryoten. Die GLYK 

von Gloeobacter violaceus ist an der Basis der phototrophen Eukaryoten positioniert. Die 

Stellung dieses Cyanobakterium ist unerwartet, konnte aber in einer Neighboor-Joining-

Analyse mit einem Bootstrap-Wert von 79% reproduziert werden. Die Beziehungen der 

Proteine der Algen konnte aufgrund einer niedrigen Bootstrap-Unterstützung nicht aufgelöst 

werden (Abbildung 15). Alle Algen-GLYKs positionieren sich zwischen die Landpflanzen und 

Cyanobakterien, was eine cyanobakterielle Herkunft dieses Enzyms phototrophen 

Eukaryoten unterstützt. Wie schon durch andere Autoren beschrieben, konnte in keinen der 

bisher sequenzierten Diatomeen eine pflanzliche GLYK oder bakterielle GK identifiziert 

werden. Gleiches gilt auch für die Glaucophyta-Alge Cyanophora paradoxa. Allerdings 

besitzen andere Chromalveolaten wie Emiliania huxleyi (Haptophyta) oder Ectocarpus 

silculosus (Braunalge; Accession Nr. CBN78958) eine pflanzliche GLYK.  
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Abbildung 15 . Maximum-Likelihood-Phylogenien basierend auf 24 Sequenzen der 
pflanzlichen Glycerat-3-Kinase (GLYK). Die Zahlen an den Knoten repräsentieren die 
Bootstrap-Werte für 400 Replikate (Kern et al. 2011).  
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5. Diskussion 

5.1 Der photorespiratorische 2PG-Metabolismus ist in der heutigen, sauerstoff-

reichen Atmosphäre für Cyanobakterien und Algen essentiell 

Durch intensive Forschungen zu Funktion und Biochemie der Photorespiration in 

Landpflanzen gelang es, alle am photorespiratorischen 2PG-Zyklus beteiligten Proteine in 

Arabidopsis zu identifizieren (Bauwe et al. 2010). Eine umfangreiche Suche nach Proteinen 

des Pflanzen-ähnlichen 2PG-Zyklus bestätigte das Vorkommen dieser Proteine in allen 

bisher sequenzierten Cyanobakterien (Kern et al. 2011; Mulkidjanian et al. 2006). Dies 

schließt auch die marinen Synechococcus- und Prochlorococcus-Stämme ein, die durch ein 

stark reduziertes Genom charakterisiert sind (Scanlan et al. 2009). Das Vorkommen von 

Proteinen für einen Pflanzen-ähnlichen 2PG-Zyklus in allen cyanobakteriellen Genomen 

weist darauf hin, dass dieser Prozess trotz eines aktiven CCMs im sauerstoffreichen Milieu 

für alle Cyanobakterien notwendig ist (Eisenhut et al. 2008; Kern et al. 2011). Auch C4-

Pflanzen und viele Algen haben Mechanismen entwickelt Kohlenstoff zu konzentrieren, um 

so die Photosynthese-Rate unter CO2-limitierenden Bedingungen zu erhöhen (Giordano et 

al. 2005). Wie für Cyanobakterien, konnte auch für einige Vertreter dieser 

Organismengruppen gezeigt werden, dass ein aktiver photorespiratorischer Metabolismus 

trotz aktivem CCM abläuft und essentiell für das Wachstum unter ambienten Bedingungen ist 

(Bhatti and Colman 2011; Nakamura et al. 2005; Zelitch et al. 2009).  

Die Photorespiration ist in Pflanzen ein multifunktioneller Metabolismus. Die 

Hauptfunktion des 2PG-Zyklus besteht in der Detoxifizierung toxischer Intermediate, wie 

2PG, Glykolat und Glyoxylat und die Rückführung des Kohlenstoffs in den Calvin-Benson-

Zyklus (Bauwe et al. 2012). Aber auch ein positiver Effekt der Photorespiration bei 

Lichtstress und während der Pathogen-Abwehr konnte für Pflanzen gezeigt werden (Foyer et 

al. 2009; Kozaki and Takeba 1996). Letzteres wird vor allem durch die H2O2-produzierende 

Oxidation von Glykolat im Peroxisom unterstützt (Foyer et al. 2009). Auch für 

Cyanobakterien werden positive Effekte des 2PG-Zyklus auf die Anpassung an Starklicht 

vermutet (Hackenberg et al. 2009). Die Rolle des 2PG-Zyklus im Primärstoffwechsel wird 

aktuell diskutiert (Knoop et al. 2010; Young et al. 2011), bedarf allerdings noch weiterer 

Untersuchungen (Bauwe et al. 2012). Die Multifunktionalität des 2PG-Metabolismus könnte 

ein Grund für das Vorkommen des Pflanzen-ähnlichen 2PG-Zyklus, trotz aktiven CCMs in 

Cyanobakterien und Algen sein (siehe auch Raven et al. 2012).  
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5.2 Photorespiratorische Enzyme in Pflanzen stammen von α-proteobakteriellen 

und cyanobakteriellen Proteinen ab 

Eine Endosymbiose mit einem stickstofffixierenden β-Cyanobakterien-ähnlichen 

Endosymbionten vor ca. 1500 Millionen Jahren führte zu der Entstehung des gemeinsamen 

Vorgängers der Glaucophyta, Rot- und Grünalgen (daraus abgeleitet die Landpflanzen) 

(Deusch et al. 2008; Yoon et al. 2004). Grün- und vor allem Rotalgen waren Ausgangspunkt 

in weiteren sekundären Endosymbiosen (Keeling 2004). Die Abstammung der Plastiden 

phototropher Eukaryoten von einem cyanobakteriellen Endosymbionten kann auch anhand 

der Phylogenie vieler Markergene oder auch ganzer Genome abgeleitet werden (Björn and 

Govindjee 2009; Martin et al. 2002; Moreira et al. 2000; Sasaki and Sato 2010). Im Rahmen 

dieser Arbeit wurde ein phylogenetischer Stammbaum basierend auf 16S rRNA Sequenzen 

aus heterotrophen Bakterien, Cyanobakterien und den Chlorplasten phototropher 

Eukaryoten erstellt. Übereinstimmend mit anderen Phylogenien bilden Cyanobakterien, 

Algen und Landpflanzen eine monophyletische Gruppe (Kern et al. 2011). Ausgehend von 

diesem Stammbaum wurde die Hypothese untersucht, inwieweit während der primären 

Endosymbiose neben den Genen der Photosynthese auch die Gene für Proteine des 2PG-

Metabolismus in das Genom der späteren Landpflanzen gelangten. Erste Hinweise für solch 

einen engen Zusammenhang ergaben sich aus der starken Ähnlichkeit in Biochemie und 

Funktion des 2PG-Metabolismus in Landpflanzen und im cyanobakteriellen Modellstamm 

Synechocystis sp. PCC 6803 (Eisenhut et al. 2008). Systematische phylogenetischen 

Analysen der 2PG-Zyklus-Proteine zeigen, dass der pflanzliche 2PG-Zyklus aus einer 

Vermischung von Proteinen mit einem cyanobakteriellen und α-proteobakteriellen Ursprung 

besteht (Kern et al. 2011).  
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Abbildung 16 Maximum-Likelihood-Phylogenien basierend auf (A) 16S rRNA-Sequenzen aus 30 heterotrophen Prokaryoten, Cyanobakterien 
und den Chloroplasten phototropher Eukaryoten; (B) 24 Sequenzen der Glycerat-3-Kinase (GLYK); (C) 29 Sequenzen des P-Proteins der Glycin-
Decarboxylase (GDC). Die Zahlen an den Knoten repräsentieren die Bootstrap-Werte für 400 Replikate (verändert nach Kern et al. 2011). 
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Neben der Glykolat-Oxidase (siehe unten) kann auch die Existenz der Glycerat-3-

Kinase (GLYK) in Pflanzen und Algen auf die primäre Endosymbiose mit einem 

Cyanobakterium zurückverfolgt werden (Kern et al. 2011). Das pflanzliche Enzym 

unterscheidet sich sowohl strukturell als auch phylogenetisch von anderen Glycerat-Kinasen 

(GK) aus Bakterien, Tieren und einigen Pilzen (Bartsch et al. 2008; Boldt et al. 2005). In 

Cyanobakterien kommt fast ausschließlich die pflanzliche GLYK vor (Boldt et al. 2005). Eine 

Ausnahme bilden Synechocystis sp. PCC 6803 und die thermophilen Synechococcus-

Stämme JA-3-3Ab und JA-2-3B' in denen die bakterielle GK vorkommt (Bartsch et al. 2008; 

Kern et al. 2011). Sequenzvergleiche und die Phylogenie der pflanzlichen GLYK zeigen 

einen cyanobakteriellen Ursprung dieses Proteins in Landpflanzen und Algen (Abbildung 

16B; Kern et al. 2011). Die Existenz einer bakteriellen GK in den drei genannten 

Cyanobakterien-Stämmen ist wahrscheinlich auf Verlust des Gens für die GLYK und 

anschließenden Neuerwerb einer bakteriellen GK durch horizontalen Gentransfer 

zurückzuführen (Kern et al. 2011). Somit sind photorespiratorische Proteine im 

Chloroplasten, wie erwartet auf den cyanobakteriellen Endosymbionten zurückzuführen. Das 

trifft natürlich auch auf Rubisco zu, ist aber für die 2PG-Phosphatase unklar (siehe unten). 

Im Gegensatz zur GLYK bilden die T-, L- oder P- Untereinheiten der Glycin-

Decarboxylase (GDC) aus phototrophen Eukaryoten eine monophyletische Gruppe mit 

homologen Proteinen aus α-Proteobakterien (Abbildung 16C; Kern et al. 2011). Die 

Phylogenien der drei GDC Proteine, T, L und P, lassen auf einen α-proteobakteriellen 

Ursprung der GDC in Landpflanzen und Algen schließen (Kern et al. 2011). Auch für die 

Serin:Hydroxymethyltransferase (SHMT) konnte eine Maximum-Likelihood-Phylogenie 

berechnet werden. Jedoch bilden in diesem Baum Cyanobakterien und Proteobakterien eine 

monophyletische Gruppe (Kern et al. 2011). Dies erschwert die eindeutige Zuordnung einer 

Abstammung dieses Proteins. Trotzdem ist aufgrund der engen Verknüpfung mit der GDC 

und die Lokalisation der SHMT im Mitochondrium eine proteobakterielle Abstammung 

wahrscheinlicher (McClung et al. 2000; Voll et al. 2006). Mitochondrien sind wie 

Chloroplasten durch eine Endosymbiose des späteren Eukaryoten mit einem Prokaryoten 

entstanden. Viele mitochondriale Proteine, die heute im Kerngenom des Eukaryoten kodiert 

sind, gehen auf den α-proteobakteriellen Vorläufer des Mitochondriums zurück (Atteia et al. 

2009; Esser et al. 2004). Vermutlich wurde primär auch eine GDC und eine SHMT in den 

Algenvorläufer durch den cyanobakteriellen Endosymbionten gebracht. Während des EGT 

wurden diese Gene dann weitgehend durch die bereits vorhandenen α-proteobakteriellen 

Gene ersetzt, bzw. diese wurde beibehalten und die cyanobakteriellen gingen verloren. 

Hinweise für diese Vermutung finden sich in der Existenz eines cyanobakteriellen L-Proteins 

in Chloroplasten (Kern et al. 2011). 
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Im Pflanzen-Mitochondrium werden durch die gekoppelte Aktivität der GDC und der 

SHMT simultan zwei Moleküle Glycin in Serin, CO2 und NH4
+ umgewandelt und ein 

Methylrest auf den C1-Körper Tetrahydrofolat übertragen. Die gegenseitige Umwandlung von 

Glycin und Serin ist eine der wichtigsten Quellen für aktivierte C1-Bausteine und der 

Ausgangspunkt vieler weiterer Biosynthesewege (z. Bsp. Methionin und Purine) (Oliver 

1994). Die Aktivität von GDC und SHMT spielt eine wichtige Rolle im Primärstoffwechsel und 

ist der Grund für die ubiquitäre Verbreitung dieser Proteine. Der Knock Out der Genkopien, 

kodierend für das P-Protein des GDCs ist auch unter nicht-photorespiratorischen 

Bedingungen, also auch bei Erhöhung der CO2-Konzentration, letal in Arabidopsis (Engel et 

al. 2007). Dies spricht für die Notwendigkeit der Aktivität von GDC und SHMT auch unter 

nicht-photorespiratorischen Bedingungen, wie z. Bsp. in heterotrophen Prokaryoten.  

Schätzungen gehen davon aus, dass in dem γ-Proteobakterium E. coli 15% aller 

Kohlenstoffatome, die aus der Glukose-Assimilation stammen, durch den GDC-SHMT-

Komplex laufen (Wilson et al. 1993). GDC-Mutanten von E. coli konnten durch Zugabe von 

Serin, nicht aber von Glycin wachsen. Dies deutete auf eine Defekt der Serin-Synthese aus 

Glycin durch die fehlende Aktivität der GDC. Auch für das Cyanobakterium Synechocystis 

wurde ein ähnlicher Phänotyp erwartet, jedoch gelang der Knock Out des P-, T-, oder H-

Proteins ohne sichtbaren Phänotyp (Wachstum, Pigmentgehalt, Photosyntheserate). Es 

konnte einzig ein Anstau intrazellulären und eine Sensibilität gegenüber extrazellulären 

Glycins beobachtet werden (Hagemann et al. 2005). Da die Mutante auch ohne externe 

Zugabe von Serin wachsen kann, dieses aber ähnlich wie in E. coli durch fehlende Aktivität 

der GDC nicht mehr aus Glycin synthetisiert werden kann, müssen andere Wege der Serin-

Biosynthese existieren. Eine Möglichkeit ist der Phosphoserin-Weg, ausgehend von 3-

Phosphoglycerat. Eine Rekonstruktion des Primärmetabolismus von Synechocystis scheint 

allerdings die Präsenz des Phosphoserin-Wegs auszuschließen (Knoop et al. 2010). Das 

Eingangsenzym dieses Wegs ist die 3-Phosphoglycerat-Dehydrogenase, welches die NAD-

abhängige Oxidation von 3-Phosphoglycerat katalysiert, wobei 3-Phosphohydroxypyruvat 

entsteht. Im Synechocystis-Genom konnte ein Protein ähnlich der Arabidopsis 3PGADH 

identifiziert werden. Die Präsenz einer 3PGADH deutet auf einen alternativen Serin-

Synthese-Weg in Synechocystis und wahrscheinlich auch in anderen Cyanobakterien. Der 

endgültige Beweis für die Funktionalität und die fehlenden Proteine des Phosphoserin-Wegs 

müssen allerdings noch erbracht werden. 

Das für die GDC und SHMT benötigte Substrat Glycin wird durch die Aktivität einer 

Glutamat:Glyoxylat-Aminotransferase (GGT) im Peroxisom gebildet. Das aus der 

Carboxylierung von Glycin entstandene Serin wird durch die Serin:Glyoxylat-

Aminotransferase transaminiert. Bisher konnte in Cyanobakterien keine der beiden 
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Aminotransferasen funktionell charakterisiert werden. Aufgrund von Sequenzähnlichkeiten 

mit der GGT aus Arabidopsis (At1g23310) werden die Proteine Slr0006 oder Sll1559 aus 

Synechocystis als Kandidaten für dieses Enzym betrachtet (Eisenhut et al. 2008). Die SGT 

zählt zu den Aminotransferasen der Klasse V und beinhaltet viele Vertreter mit einem breiten 

Substratspektrum (Liepman and Olsen 2001). BlastP-Analysen mit der Arabidopsis SGT 

identifizierten einige Aminotransferasen innerhalb der Cyanobakterien, die zum größten Teil 

noch nicht untersucht wurden. Ohne eine funktionelle Analyse ist die Substratspezifität von 

Aminotransferasen nur schwer vorhersagbar, was eine Identifizierung photorespiratorischer 

SGT-Proteine allein durch phylogenetische Betrachtung schwierig gestaltet. 

Aminotransferasen zählen ebenso wie die GDC und SHMT zum Primärstoffwechsel und sind 

ubiquitär verbreitet. Auch in nicht-phototrophen Prokaryoten konnten SGT-ähnliche Proteine 

identifiziert werden.  

In einem Maximum-Likelihood-Baum SGT-ähnlicher Proteine trennen sich vier große 

Gruppen. Diese Phylogenie verdeutlicht die Komplexität der Evolution von 

Aminotransferasen der Klasse V. Die Schwestergruppenbeziehung zwischen den Proteinen 

aus Landpflanzen, Algen und Proteobakterien deutet auf die Aufnahme des Gens für die 

SGT während der Endosymbiose mit einem α-Proteobakterium, die zu der Entstehung des 

Mitochondrium führte. Im Gegensatz zu den Landpflanzen, Grün- und Rotalgen gruppiert 

sich eine vermutliche SGT aus Cyanophora paradoxa (Glaucophyta) gemeinsam mit den 

Proteinen aus Cyanobakterien. Diese monophyletische Einheit zwischen Cyanobakterien 

und Cyanophora könnte für einen cyanobakteriellen Ursprung der SGT in der 

Archaeplastida-Linie Glaucophyta sprechen. Wahrscheinlich wurde auch der 

cyanobakterielle Vorläufer für die SGT in den Kern des primären Endosymbionten 

transferiert. Allerdings blieb dieses Gen nur in den Genomen der Glaucophyta bestehen, 

wohingegen es in den Genomen der sich später abspaltenden Rot- und Grünalgen durch ein 

proteobakterielles Gen ersetzt wurde.  

Ein Protein, dessen Evolution im Rahmen dieser Arbeit nicht vollständig aufgeklärt 

werden konnte, ist die Phosphoglykolat-Phosphatase (PGPase). Dieses Enzym katalysiert 

die erste Reaktion im photorespiratorischen 2PG-Zyklus und spielt eine entscheidende Rolle 

in der Detoxifizierung von 2PG. Bisher konnte nur für ein Cyanobakterium, Coccochloris 

peniocystis eine PGPase biochemisch charakterisiert werden (Norman and Colman 1991). 

Im Genom von Synechocystis sind mindestens drei potentielle PGPasen kodiert (Slr1762, 

Sll1349, Slr0459), die jedoch wenig Sequenzähnlichkeiten zu der photorespiratorischen 

PGPase aus Arabidopsis (At5g36790; Schwarte and Bauwe 2007) aufweisen. Im Gegensatz 

dazu zeigen die PGPasen aus Glaucophyta, Rot- und Grünalgen eine hohe 

Sequenzähnlichkeit zur Arabidopsis PGPase. In Arabidopsis wird die photorespiratorische 
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PGPase durch das Gen pgp1 kodiert (Schwarte and Bauwe 2007). Das Ausschalten dieses 

Gens bewirkt einen besonders starken photorespiratorischen Phänotyp (Timm et al. 2012). 

Auch die PGPase-Mutante der Grünalge Chlamydomonas kann nicht unter atmosphärischen 

CO2 Bedingungen wachsen (Suzuki 1995). Hingegen deuten physiologische 

Untersuchungen von Synechocystis-Mutanten, bei denen ein oder zwei potentielle PGPasen 

ausgeschaltet sind, nicht auf das Vorliegen eines photorespiratorischen Phänotyps hin. Das 

könnte dadurch erklärt werden, dass in Cyanobakterien eine Kombination von mehreren 

PGPasen für den schnellen Abbau des aus der Oxygenierungsreaktion der Rubisco 

resultierenden toxischen 2PG verantwortlich ist (nicht-publizierte Daten; Claudia Hackenberg 

und Doreen Schwarz). 

Neben der photorespiratorischen PGPase sind im Genom von Arabidopsis noch zehn 

weitere vermutliche PGPasen kodiert, deren Funktionen nur teilweise bekannt sind 

(Schwarte and Bauwe 2007). Im E. coli-Genom sind 23 Proteine der Klasse Haloacid-

Dehalogenasen kodiert (Kuznetsova et al. 2006). Die Vorhersage ihrer Substratspezifität ist 

schwierig und oft korrelieren Phylogenie und Substratpräferenz des Proteins nicht 

miteinander (Kuznetsova et al. 2006). Dies lässt vermuten, dass die PGPasen von 

phototrophen Eukaryoten und Cyanobakterien unabhängig voneinander evolviert sind. 

Weitere funktionelle Analysen cyanobakterieller und Algen-PGPasen sind notwendig um die 

Evolution dieses, für den 2PG-Zyklus so wichtigen Enzyms aufzuklären. 

5.3 Eine cyanobakterielle Laktat-Oxidase diente als Vorläufer für die pflanzlichen 

Glykolat-Oxidasen  

Ein besonderes Protein des 2PG-Zyklus ist die Glykolat-Oxidase (GOX). Dieses 

Enzym katalysiert in Landpflanzen die O2-abhängige Oxidation von Glykolat, wobei Glyoxylat 

und als Nebenprodukt H2O2 entstehen. In Cyanobakterien und vielen Algen wird diese 

Reaktion jedoch durch eine NAD(P)+-abhängige Glykolat-Dehydrogenase (GlcDH) katalysiert 

(Eisenhut et al. 2008; Frederic et al. 1973; Nakamura et al. 2005; Paul and Volcani 1976; 

Stabenau and Winkler 2005; Suzuki et al. 1991; Winkler and Stabenau 1995). Die Glykolat-

Oxidation durch eine GOX wurde bisher nur für Landpflanzen, einige Grünalgen und 

Braunalgen beschrieben (Frederic et al. 1973; Iwamoto et al. 1996; Iwamoto and Ikawa 

2000). BlastP-Analysen mit der AtGOX2 aus Arabidopsis zeigen jedoch, dass neben den 

Genen für die GlcDH auch GOX-ähnliche Proteine in Cyanobakterien und Grünalgen kodiert 

sind. Die pflanzlichen GOX-Proteine bilden in einem phylogenetischen Stammbaum 

zusammen mit den GOX-ähnlichen Proteinen aus Cyanobakterien und Grünalgen eine 

monophyletische Gruppe. Diese Phylogenie spricht für den Transfer eines cyanobakteriellen 
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GOX-ähnlichen Proteins in das Genom der heutigen Pflanzen während der primären 

Endosymbiose.  

Neben dem GOX-ähnlichen Protein aus Nostoc konnte auch für die Grünalge 

Chlamydomonas eine putative GOX identifiziert werden. Sowohl das Protein aus Nostoc 

(No-LOX), als auch das Protein aus Chlamydomonas (Cr-LOX) konnte die Oxidation von 

Glykolat katalysieren, zeigten jedoch eine eindeutige Präferenz für L-Laktat (Hackenberg, 

Kern et al. 2011). Eine Funktion der No-LOX oder der Cr-LOX im 2PG-Zyklus ist 

unwahrscheinlich. Dies kann zum einen durch eine GlcDH-Mutante aus Chlamydomonas 

unterstützt werden. In dieser Mutante kann aufgrund einer Mutation im Gen der GlcDH das 

Protein nicht mehr exprimiert werden, weshalb diese Mutante nur noch unter erhöhten CO2-

Konzentrationen wachsen kann (Nakamura et al. 2005). Würde die Cr-LOX unter 

photorespiratorischen Bedingungen zum Glykolatabbau beitragen, hätte kein oder nur ein 

schwacher „photorespiratorischer“ Phänotyp der GlcDH-Mutante nachgewiesen werden 

können. Auch der Knock Out des Gens, kodierend für die No-LOX hat in Nostoc keinen 

Einfluss auf das Wachstum unter photorespiratorischen Bedingungen (Hackenberg, Kern et 

al. 2011). In Nostoc existieren neben den Genen der No-LOX auch Gene, kodierend für die 

D-Untereinheiten der GlcDH (alr5269 und all4443). Die Umsetzung des unter 

photorespiratorischen Bedingungen entstandenen Glykolats wird vermutlich in Nostoc, 

ebenso wie in Synechocystis sp. PCC 6803 (Eisenhut et al. 2008) und Chlamydomonas 

(Nakamura et al. 2005) vollständig durch die GlcDH oxidiert.  

Bei genauerer Betrachtung der Phylogenie der GOX fällt auf, dass es sich bei den 

cyanobakteriellen Vertretern mit einem Gen für GOX-ähnliche Proteine ausschließlich um 

stickstofffixierende Cyanobakterien handelt. Da eine Interaktion der No-LOX im 

photorespiratorischen 2PG-Metabolismus ausgeschlossen werden kann, wurde zunächst 

eine Beteiligung dieses Enzyms an der Stickstofffixierung angenommen. Das Hauptenzym 

der Stickstofffixierung ist die Nitrogenase. Dieses Enzym ist sauerstoffsensitiv und ist in 

Nostoc in Heterocysten lokalisiert. Um die Beteiligung der No-LOX an der Stickstofffixierung 

zu überprüfen, wurde die ∆lox-Mutante unter diazotrophen, also stickstofffixierenden 

Bedingungen angezogen. Die Mutante zeigte ein deutlich vermindertes Wachstum, 

verglichen mit dem Wildtyp. Weiter konnte gezeigt werden, dass vor allem die Nitrogenase-

Aktivität in der ∆lox beeinträchtigt ist (Hackenberg, Kern et al. 2011). Dies und die hohe 

Affinität der No-LOX zum Co-Substrat Sauerstoff (Km von 0,29±0,14 µM O2; Hackenberg, 

Kern et al. 2011) lässt eine sauerstoffverbrauchende Funktion der No-LOX zum Schutz der 

sauerstoffsensitiven Nitrogenase vermuten (Hackenberg, Kern et al. 2011).  

Die Abstammung der At-GOX2 von einem cyanobakteriellen Vorläufer bedeutet, dass 

eine Evolution von einem Laktat-spezifischen (No-LOX) zu einem Glykolat-spezifischen (At-
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GOX2) Enzym (oder umgekehrt) stattgefunden haben muss. Die phylogenetische und 

biochemische Zwischenstufe bildete zunächst die Cr-LOX (Hackenberg, Kern et al. 2011). 

Um die Schritte, die zu der Veränderung der Substratspezifität beigetragen haben, 

nachzuvollziehen, wurde das aktive Zentrum beschriebener Laktat- und Glykolat-Oxidasen 

analysiert. In einem Alignment, der am aktiven Zentrum beteiligten Aminosäuren wurden die 

Aminosäuren des aktiven Zentrums bekannter Laktat- und Glykolat-Oxidasen mit denen aus 

Nostoc, Chlamydomonas und Arabidopsis verglichen. Neben den FMN-bindenden 

Aminosäuren konnten drei Aminosäurepositionen ausgemacht werden, die besonders 

wichtig für die Interaktion mit Laktat, bzw. Glykolat sind (Hackenberg, Kern et al. 2011 und 

darin zitierte Quellen). Durch Site Specific Mutagenesis konnten die drei Aminosäuren an 

Position 82, 112 und 212 der No-LOX so verändert werden, dass das aktive Zentrum an 

diesen drei Positionen dem der At-GOX2 entsprach (Hackenberg, Kern et al. 2011). Schon 

der Austausch einer Aminosäure zeigte eine Veränderung des Verhältnisses der Aktivität mit 

Glykolat zu Laktat (Hackenberg, Kern et al. 2011). Wurden zwei oder alle drei Aminosäuren 

ausgetauscht, konnte dadurch eine Veränderung der Substratspezifität, ähnlich der At-GOX2 

erreicht werden (Hackenberg, Kern et al. 2011). Zwar konnte vor allem in den Doppel- und 

Dreifach-Mutanten eine klare Verbesserung der Glykolat-Aktivität gezeigt werden, allerdings 

gelang es nicht, ähnlich hohe Glykolat-Oxidase-Aktivitäten (vmax) der At-GOX2 zu erzielen 

(Hackenberg, Kern et al. 2011). Dies zeigt, dass die drei untersuchten Aminosäuren zwar 

wichtig sind für die Substratspezifität, aber neben der Veränderung dieser Aminosäuren noch 

weitere Schritte in der Evolution der GOX erforderlich waren, um die Aktivität der heutigen 

pflanzlichen GOX zu erreichen. Die biochemischen Eigenschaften, die 

Aminosäureaustausch-Varianten der No-LOX und die Phylogenie der AtGOX2 deuteten 

zunächst auf die Evolution der photorespiratorischen GOX während der Differenzierung der 

Landpflanzen (Hackenberg, Kern et al. 2011).  

Über die Glykolat-oxidierenden Enzyme in Rotalgen und Vertretern der 

Chromalveolaten ist wenig bekannt. Einige wenige biochemische Analysen isolierter 

Peroxisomen aus Rotalgen deuten auf das Vorkommen einer peroximalen GOX (Seckbach 

et al. 1992; Suzuki et al. 1991). Aus den Braunalgen Spatoglossum pacificum und Egregia 

menziesii konnten Proteine mit GOX-Aktivität aufgereinigt und biochemisch charakterisiert 

werden. Diese Enzyme wiesen ein ähnliches Substratspektrum wie pflanzliche GOX-

Proteine auf (Gross et al. 1985; Iwamoto et al. 1996). Aus einer Expressed Sequence Tag-

Studie der Braunalge Laminaria digitata konnte ein 239 bp langes Fragment isoliert werden, 

dessen Aminosäuresequenz der GOX aus Pflanzen ähnelt. Alle diese Arbeiten deuten 

darauf hin, dass es GOX-Proteine nicht nur in Pflanzen, sondern auch in Braun- und 

Rotalgen gibt (Iwamoto et al. 1996). Das könnte bedeuten, dass eine photorespiratorische 



Diskussion 62 

 
GOX bereits vor der Entwicklung der Streptophyten existierte oder sich davon unabhängig in 

Rotalgen entwickelt hat. 

Mittlerweile liegen Genominformationen von ersten Spezies dieser Algengruppen vor. 

Die Maximum-Likelihood-Phylogenie der vermutlichen GOX, bzw. LOX-Proteine aus den 

genannten Algen bestätigte diese Vermutungen. In dem Stammbaum bilden die Rot- und 

Braunalgen eine monophyletische Gruppe mit den Landpflanzen. Zwischen dem Zweig der 

Rotalgen Cyanidioschyzon merolae und Galdieria sulphuraria und der Braunalge Ectocarpus 

silculosus steht die Vertreterin der Glaucophyta Cyanophora paradoxa. Diese Position ist 

unerwartet, da Cyanophora in der Art-Phylogenie an der Basis der phototrophen Eukaryoten 

steht (Price et al. 2012). Allerdings ist dieser Knoten in der GOX-Phylogenie durch einen 

schwachen Bootstrap-Wert (39%) unterstützt, der für eine fehlerhafte Stellung dieser Alge in 

der GOX-Phylogenie spricht. Neben dem erstaunlichen Befund, dass GOX-ähnliche Proteine 

aus Rot-, Braun- und Glaucophyta-Algen die Schwestergruppe zu photorespiratorischen 

GOX-Enzymen der Landpflanzen bilden, stehen die Proteine aus den Grünalgen 

Chlamydomonas oder Volvox carteri als Schwestergruppe bei den Cyanobakterien und 

separiert von den eukaryotischen Phototrophen. Eine nähere Betrachtung des aktiven 

Zentrums der GOX-Proteine aus Algen zeigt, dass sowohl das aktive Zentrum der 

vermutlichen GOX aus Rot- und Braunalgen, als auch aus Cyanophora im Gegensatz zu der 

Cr-LOX dem der At-GOX2 entspricht. Die heterolog exprimierte GOX aus Cyanidioschyzon 

(Cm-GOX) wies tatsächlich ähnliche biochemische Eigenschaften wie die At-GOX2 auf. 

Diese funktionellen Daten sowie die Stellung der Cm-GOX im phylogenetischen Stammbaum 

und das zu Pflanzen identische aktive Zentrum zeigen eindeutig die Existenz einer aktiven 

GOX in Rotalgen. Zusätzlich dazu besitzt die Cm-GOX-Sequenz am C-Terminus das 

Signalpeptid SKL, welches auf eine Lokalisation im Peroxisom hindeutet (Reumann et al. 

2004). Zusätzlich konnten in keinem sequenzierten Genom von Rotalgen Gene, kodierend 

für eine Glykolat-Dehydrogenase, ähnlich der GlcDH aus Chlamydomonas oder 

Cyanobakterien, identifiziert werden.  

Das Vorkommen einer GOX in Landpflanzen, Rot- und Braunalgen sowie in 

Glaucophyta deutet, anders als bisher vermutet (Hackenberg, Kern et al. 2011; Igamberdiev 

and Lea 2002) auf eine sehr frühe Evolution der photorespiratorischen GOX in dem 

gemeinsamen Vorfahren der Archaeplastida. In der grünen Plastidenlinie konnte eine GOX-

Aktivität bisher nur für Landpflanzen und Streptophyta-Algen beschrieben werden (Frederic 

et al. 1973). Eine Ausnahme bildet die einzellige Grünalge Mesostigma viride, dessen GOX 

aufgereinigt und biochemisch charakterisiert wurde (Iwamoto and Ikawa 2000). Allerdings ist 

das dazugehörige Gen bisher unbekannt, so dass die vermutliche Mesostigma GOX nicht in 

die vorliegende Analyse einbezogen werden konnte. Die Position der Gattung Mesostigma 
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wird aktuell diskutiert. Einige Phylogenien platzieren die Gattung als Schwestergruppe zu 

den Streptophyta, inklusive der Landpflanzen (z. Bsp. Worden et al. 2009). Allerdings zeigen 

phylogenetische Untersuchungen der chloroplastidären und mitochondrialen Genome, dass 

diese Gruppe sich sehr früh von anderen Grünalgen differenziert hat und somit an der Basis 

der grünen Plastidenlinie, also aller Grünalgen und Landpflanzen stehen könnte (Lewis and 

McCourt 2004 und darin zitierte Quellen). Das Vorhandensein einer GOX anstelle einer LOX 

in einer basalen Grünalge wäre ein weiteres Indiz für die frühe Entstehung der GOX-Aktivität 

in der frühen Algen- oder sogar Cyanobakterienevolution.  

Das Vorliegen von GOX-Proteinen in allen Linien der Archaeplastida würde ferner 

dafür sprechen, dass eine konvergente sekundäre Evolution der GOX in eine LOX in 

stickstofffixierenden Cyanobakterien und einigen Grünalgen (z. Bsp. Chlamydomonas) 

aufgetreten sein könnte. Wahrscheinlich führte der Anstieg der Sauerstoffkonzentration in 

der Atmosphäre vor 2300 und 750 Millionen Jahren zur konvergenten Evolution eines CCMs 

in Grünalgen und Cyanobakterien (Giordano et al. 2005). Die Folgen waren eine 

Herabsetzung des CO2-Kompensationspunktes und die Reduktion der Oxygenase-Aktivität 

der Rubisco und des photorespiratorischen Flusses. Ähnlich wie in dem Cyanobakterium 

Nostoc könnte durch die Verschiebung der Substratpräferenz von Glykolat zu Laktat eine 

neue Funktion der Cr-LOX entstanden sein. Leider ist die physiologische Rolle der Cr-LOX in 

Chlamydomonas bisher unbekannt. Wie alle Eukaryoten können Grünalgen keinen Stickstoff 

fixieren und besitzen demzufolge auch keine Nitrogenase. Die Fragestellung nach der 

Funktion der Cr-LOX ist jedoch nicht uninteressant, da Chlamydomonas auch als Wirt für die 

biotechnologische H2-Herstellung populär ist. Genau wie die Nitrogenase ist die 

Hydrogenase ein O2-empfinliches Enzym. Vermutlich wird die Sequenzierung weiterer 

Grünalgengenome, wie dem von Chara vulgaris als Vertreter der möglichen 

Schwesterngruppe der Landpflanzen (Becker and Marin 2009; Kranz et al. 1995), die 

Verteilung von GOX-, LOX- bzw. GlcDH-Proteinen in dieser Algengruppe sichtbar machen 

und so zum Verstehen der Evolution der photorespiratorischen Glykolat-Oxidation beitragen.  

5.4 Die photorespiratorische Hydroxypyruvat-Reduktase in Pflanzen hat keinen 

cyanobakteriellen Ursprung  

Ein weiteres Protein aus dem 2PG-Zyklus, dessen Herkunft nicht abschließend 

geklärt werden konnte, stellt die im pflanzlichen Peroxisom lokalisierte photorespiratorische 

Hydroxypyruvat-Reduktase (HPR1) dar. Dieses Enzym katalysiert die NAD(P)H-abhängige 

Reduktion von Hydroxypyruvat zu Glycerat. HPRs können neben der Reduktion von 

Hydroxypyruvat auch die Umsetzung von Glyoxylat und die jeweilige Rückreaktion 

katalysieren (Kleczkowski and Randall 1988; Timm et al. 2008; Tolbert et al. 1970). In 
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Cyanobakterien konnte bis jetzt noch keine photorespiratorische HPR funktionell 

charakterisiert werden. Biochemische Untersuchungen der heterolog exprimierten Proteine 

aus Synechocystis und Nostoc zeigten, dass es sich bei den Proteinen Slr1556 und Alr0058 

eher um Pyruvat-Reduktasen handelt. Enzymaktivitätsmessungen der All8087 und Slr2123 

zeigen eine deutliche, aber verglichen mit der Arabidopsis HPR1 geringere Aktivität mit 

Hydroxypyruvat. Beide Proteine katalysieren neben der Umsetzung von Hydroxypyruvat 

auch die Reduktion von Glyoxylat. Doch vor allem die Km-Werte deuten auf die Bevorzugung 

von Hydroxypyruvat gegenüber Glyoxylat. In der nicht-kompartimentierten 

Cyanobakterienzelle, die aufgrund des CCM eher einen geringen photorespiratorischen 

Fluss aufweist, ist die Affinität sicher wichtiger als die maximale Geschwindigkeit. Daher 

kann man vermuten, dass diese biochemischen Untersuchungen als Indiz auf eine 

photorespiratorische HPR-Funktion dieser cyanobakteriellen Proteine gewertet werden 

können. Für eine abschließende Bewertung bedarf es jedoch noch weiterer Untersuchungen. 

Das Einbringen eines Knock Out-Konstrukts für ein oder beide HPR-Proteine in eine 

Synechocystis-Mutante, in der der Glycerat-Weg unterbrochen ist (z. Bsp. ∆slr0229; 

Tartronsäuresemialdehyd-Reduktase), könnte Aufschluss über die Beteiligung der 

cyanobakteriellen HPRs an der Photorespiration geben.  

Weitere Analysen, basierend auf Sequenzunterschieden zeigten, dass die Distanz 

zwischen dem Protein All8087 von Nostoc und der Arabidopsis HPR1 am geringsten ist. 

Jedoch zeigte eine weitere Maximum-Likelihood-Phylogenie, die neben Proteobakterien 

auch Vertreter weiterer Bakteriengruppen berücksichtigt, dass die Landpflanzen, Grün- und 

Rotalgen eine monophyletische Gruppe mit HPR-ähnlichen Proteinen aus heterotrophen 

Bakterien, der Firmicutes und Actinobacter, bilden. Eine Schwestergruppenbeziehung 

zwischen den pflanzlichen HPRs und bakteriellen Enzymen, die nicht aus Proteobakterien 

stammen, ist schwierig zu interpretieren. Proteine, ähnlich der HPR1 aus Arabidopsis 

kommen in vielen Bakteriengruppen vor und konnten auch für Tiere und Pilze beschrieben 

werden (Cramer et al. 1999; de Vries et al. 1990; Ohshima et al. 2001; Shen and Wu 2007; 

Utting and Kohn 1975; Yoshikawa et al. 2007). In 138 von 167 sequenzierten Genomen aus 

allen Domänen des Lebens konnten HPR-ähnliche Proteine identifiziert werden, denen zum 

größten Teil eine Funktion im Glyoxylat-Metabolismus zugeordnet wurde (Peregrin-Alvarez 

et al. 2009). Methylotrophe Bakterien wie Methylobacterium sp. können C1-Verbindungen als 

Kohlenstoffquelle nutzen (de Vries et al. 1990). Dabei dient die HPR aus einigen 

methylotrophen Bakterien der Umsetzung des im Serin-Zyklus entstehenden 

Hydroxypyruvats (Shen and Wu 2007). Im Menschen spielt die HPR neben der Funktion im 

Glyoxylat-Metabolismus ebenfalls eine wichtige Rolle im Serin-Metabolismus für die 

Gluconeogenese (Cramer et al. 1999). Ein Defekt im Gen für die menschliche HPR 

verursacht u. a. den Anstau von Oxalsäure, in dessen Folge es zu Nierenfunktionsstörungen 
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kommt (Cramer et al. 1999). Auch Archaea besitzen zur pflanzlichen HPR1 ähnliche 

Proteine, die gleichzeitig ein Indiz für einen funktionellen Glyoxylat-Metabolismus darstellen 

(Ohshima et al. 2001; Yoshikawa et al. 2007). Die ubiquitäre Verbreitung dieses Enzyms 

lässt die Vermutung zu, dass ein Gen, kodierend für ein HPR-ähnliches Enzym schon im 

Archaeum vorhanden war, welches durch Verschmelzung mit einem α-Proteobakterium zum 

Vorläufer der Eukaryoten werden sollte (Bonen 2006; Cavalier-Smith 2006; Esser et al. 

2004; Gray et al. 2001).  

Bei genauerer Betrachtung der HPR1-Phylogenie, lässt sich neben dem Cluster mit 

dem Nostoc-Protein All8087 ein zweites cyanobakterielles Cluster definieren. Dieses Cluster 

umfasst neben E. coli und Rhodopseudomonas, ausschließlich Cyanothece-Stämme. 

Anders als erwartet, fällt auch das HPR-ähnliche Protein aus der Glaucophyte Cyanophora 

in diese Gruppe. Dies spricht für eine andere Phylogenie der HPR aus Cyanophora und 

anderen Archaeplastida. Untersuchungen zur Substratspezifität der putativen HPR aus 

Cyanothece sp. PCC7822 bestätigten dessen HPR-Funktion. Die Sequenzierung von sechs 

Cyanothece-Genomen zeigt eine große Flexibilität des metabolischen Potenzials dieser 

Cyanobakterien. Die Plastizität der Cyanothece-Genome geht u. a. auf den Erwerb neuer 

metabolischer Fähigkeit, aber auch den Erhalt rudimentärer Proteine zurück 

(Bandyopadhyay et al. 2011). Weiterhin ist sie aber auch ein deutlicher Hinweis auf die 

Polyphylie der Cyanothece-Stämme. Die Präsenz der HPR in vielen entfernt verwandten 

bakteriellen Gruppen und das gleichzeitige Vorkommen dieses Proteins in nur drei 

Cyanothece-Stämmen deutet auf den Erwerb dieses Gens durch Cyanothece von einem 

Proteobakterium durch horizontalen Gentransfer hin.  

5.5 Die Proteine eines rudimentären Glykolat-Metabolismus entstanden vor der 

oxygenen Photosynthese  

Cyanobakterien waren die ersten Organsimen, die eine oxygene Photosynthese 

betrieben und waren somit auch die ersten Organismen, in denen die Rubisco direkt 

Sauerstoff ausgesetzt war (Mulkidjanian et al. 2006). Die ersten Cyanobakterien lebten 

wahrscheinlich in benthischen mikrobiellen Verbänden (z. Bsp. Stromatolithen), die einen 

UV-Schutz boten. In diesen mikrobiellen Matten kann es durch eine erhöhte 

Photosyntheserate zu einem punktuellen Anstieg der Sauerstoffkonzentration, in einer 

ansonsten O2-armen und CO2-reichen Atmosphäre, gekommen sein. Die Oxygenierung von 

Ribulose-1,5-Bisphosphat durch die Rubisco war unter diesen Bedingungen begünstigt und 

führte zu einem Anstieg des toxischen Intermediats 2PG. Demzufolge müssen die ersten 

Cyanobakterien und wahrscheinlich auch andere Bakterien schon vor der Entstehung 

biogenen Sauerstoffs mit 2PG-abbauenden Enzymen ausgestattet gewesen sein. Dieser 



Diskussion 66 

 
rudimentäre 2PG-Metabolismus in Cyanobakterien war der Ausgangspunkt für die weitere 

Evolution eines photorespiratorischen 2PG-Zyklus zum Abbau des aus der Oxygenase-

Aktivität der Rubisco entstandenen 2PG. Möglicherweise ist der CCM in Cyanobakterien erst 

später entstanden als es vor 2300 oder 750 Millionen Jahren zu einem Anstieg der O2/CO2-

Rate der Atmosphäre kam (Giordano et al. 2005; Raven et al. 2008a).  

 

Abbildung 17. Vereinfachte zeitliche Einordnung wichtiger Ereignisse, die zu der 
Entstehung der heutigen Sauerstoff-reichen Atmosphäre beitrugen (Björn and 
Govindjee 2009; Yoon et al. 2004) und der frühe Ursprung des Glykolat-Metabolismus vor 
der Entstehung der oxygenen Photosynthese (Kern et al. 2011). Mya: Million Years Ago. 

Im Gegensatz zu den meisten an der oxygenen Photosynthese beteiligten Proteine 

kommen Proteine des 2PG-Zyklus sowohl in Cyanobakterien als auch in Eubakterien wie 

Rhodopseudomonas palustris vor (Kern et al. 2011; Mulkidjanian et al. 2006). Diese Proteine 

könnten in dem gemeinsamen Vorfahren von Cyanobakterien und anderen Eubakterien für 

den Abbau von Glykolat oder verwandten organischen Säuren verantwortlich gewesen sein. 

Ein Beispiel ist das Eingangsenzym des 2PG-Zyklus, die PGPase. Auch in nicht-

phototrophen Organismen sind PGPasen ähnliche Proteine kodiert (Lyngstadaas et al. 1999; 

Pellicer et al. 2003; Schäferjohann et al. 1993; Zelda 1981). Dort dienen sie wahrscheinlich 

dazu, das, während der DNA-Reparatur entstehende 2PG abzubauen (Pellicer et al. 2003). 

Außerdem können E. coli und andere Bakterien Glykolat als Kohlenstoffquelle nutzen 

(Hansen and Hayashi 1962; Sakai et al. 2008; Friedrich et al. 1991; Edenborn and Litchfield 

1985; Furuya and Hayashi 1963). Glykolat und andere kleine Ketosäuren als 

Fermentationsprodukte waren vermutlich im Urozean angereichert und stellten eine populäre 

C-Quelle vor der Erfindung der oxygenen Photosynthese dar. 

Die Co-Existenz 2PG-abbauender Proteine in Cyanobakterien und anderen 

Eubakterien spricht somit für die Existenz eines rudimentären Glykolat-Metabolismus schon 

vor der Evolution der oxygenen Photosynthese im gemeinsamen Vorfahren der Chlorplasten 
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und phototrophen Bakterien. Ein rudimentärer 2PG-Zyklus diente in der weiteren Evolution 

phototropher Eukaryoten als Start für Entwicklung des modernen pflanzlichen 

photorespiratorischen 2PG-Zyklus, welcher auch die Kompartimentierung einzelner 

enzymatischer Schritte beinhaltet.  

5.6 Die Entschlüsselung neuer Algengenome deutet auf Variabilität im 2PG-

Metabolismus 

Neue, schnellere und kostengünstigere Sequenzierungs-Verfahren ermöglichten in 

den letzten zehn Jahren die Sequenzierung zahlreicher Genome, darunter auch zunehmend 

viele Landpflanzen (Venter et al. 1996; Sundquist et al. 2007; Hamilton and Buell 2012; 

Flagel and Blackman 2012). Aber auch Genome von Vertretern der Rot-, Grün, und 

Glaucophyta-Algen, sowie von durch sekundäre Endosymbiose entstandenen Algengruppen 

(z. Bsp. Haptophyta, Diatomeen und Braunalgen) wurden entschlüsselt (z. Bsp. Armbrust et 

al. 2004; Blanc et al. 2012; Blanc et al. 2010; Bowler et al. 2008; Cock et al. 2012; Derelle et 

al. 2006; Matsuzaki et al. 2004; Price et al. 2012; Worden et al. 2009). Diese zunehmend 

bessere Datenbasis ermöglichte die Suche nach Genen für Proteine des 2PG-Metabolismus 

in vielen Algengruppen (Kern et al. 2011).  

Mit Cyanophora konnte erstmals das Genom eines Vertreters der Glaucophyta 

sequenziert werden (Price et al. 2012). Phylogenetische Analysen der 2PG-Zyklus-Proteine 

aus Cyanophora zeigen, dass der Ursprung dieser Proteine teilweise von denen der 

Landpflanzen und anderer phototrophen Eukaryoten abweicht. Ein Beispiel dafür ist die 

HPR. Sowohl die pflanzlichen als auch die HPRs aus Rot- und einigen Grünalgen bilden eine 

monophyletische Gruppe mit heterotrophen Bakterien der Gruppen Firmicutes und 

Actinobacter. Die Präsenz HPR-ähnlicher Proteine in vielen Bakteriengruppen deutet auf den 

Erwerb des Proteins durch den endosymbiontischen Gentransfer im Zuge der Entstehung 

des Mitochondriums oder die Präsenz eines HPR-kodierenden Gens in der Wirtszelle vor der 

Etablierung des Mitochondriums hin. Die Cyanophora-HPR hingegen bildet eine Gruppe 

zusammen mit α- und γ-Proteobakterien, sowie drei Cyanothece-Stämmen. Leider lässt sich 

aus den Maximum-Likelihood-Analysen keine eindeutige Phylogenie der Cyanophora-HPR 

ablesen. Aber die deutlich differenzierte Stellung dieser basalen Alge, im Vergleich zu 

anderen Algen, erscheint sicher. BlastP-Analysen konnten auch HPR-ähnliche Proteine in 

den Diatomeen, wie Phaeodactylum tricornutum und Thalassiosira pseudonana, sowie 

einigen stark abgeleiteten Grünalgen der Gattung Ostreococcus und Micromonas, 

identifizieren. Diese Proteine ordnen sich weder in der Gruppe der Landpflanzen noch in die 

Gruppe von Cyanophora ein.  
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Ein ähnliches Bild zeigt sich auch in der Phylogenie der Serin:Glyoxylat-

Aminotransferase. Die Maximum-Likelihood-Analyse der SGT1 aus Arabidopsis deutet auf 

eine hohe Diversität der Aminotransferasen innerhalb der phototrophen Eukaryoten. 

Während für die Landpflanzen, Rot- und einigen Grünalgen, ähnlich der HPR eine 

proteobakterielle Herkunft wahrscheinlich ist, steht die SGT aus Cyanophora in unmittelbarer 

Nachbarschaft zu Aminotransferasen aus Cyanobakterien. Die Präsenz einer 

cyanobakteriellen Aminotransferase in einer der drei durch primäre Endosymbiose 

entstandenen Linien lässt vermuten, dass ursprünglich mehr Proteine des 2PG-Zyklus von 

dem cyanobakteriellen Endosymbionten transferiert wurden. Die cyanobakteriellen Gene 

blieben in den zuerst abzweigenden Glaucophyta in einem größeren Ausmaß bestehen, 

wurden aber offensichtlich im Zuge der späteren Differenzierung von Rot- und Grünalgen 

durch bakterielle Homologe ersetzt. Auch in der Phylogenie der SGT zeigte sich eine 

differenzierte Gruppierung von SGT-ähnlichen Proteinen abgeleiteter Grünalgen und 

Diatomeen.  

Diatomeen sind wie Braunalgen durch eine sekundäre Endosymbiose mit einem 

Rotalgen-ähnlichen Organismus entstanden (Janoušíkovec et al. 2010; Keeling 2004). In 

isolierten Peroxisomen zweier Diatomeen konnten weder eine Katalase noch eine H2O2-

produzierende Oxidase durch biochemische Tests identifiziert werden. Ferner zeigten diese 

Untersuchungen, dass Diatomeen eine peroximale L-Laktat-umsetzende Dehydrogenase 

neben einer mitochondrialen D-Laktat-umsetzenden Dehydrogenase besitzen (Winkler and 

Stabenau 1995). Das ist sehr ungewöhnlich, da die Umsetzung von D- oder L-Laktat als ein 

wichtiges Unterscheidungsmerkmal zwischen Dehydrogenasen (D-Isomer) und Oxidasen (L-

Isomer) herangezogen wird. Die Sequenzierung der Diatomeengenome von Thalassiosira 

und Phaeodactylum ermöglichte die Suche nach GOX-ähnlichen Proteinen in diesen 

Spezies (Kern et al. 2011; Kroth et al. 2008). In beiden Diatomeen konnten zwei GOX-

ähnliche Proteine gefunden werden, wovon eines der beiden Proteine das für Eukaryoten 

typische peroximale PTS1-Peptid enthält (Reumann et al. 2004). Das andere GOX-ähnliche 

Proteine ist wahrscheinlich im Mitochondrium lokalisiert, wo sich auch eine Katalase 

befinden soll (Kroth et al. 2008). Ob es sich bei diesen Enzymen um Oxidasen oder 

Dehydrogenase handelt, konnte jedoch durch alleinige Sequenzvergleiche nicht gezeigt 

werden. 

Weder in den Genomen der Glaucophyte Cyanophora noch in einer der bisher 

sequenzierten Diatomeen gelang es eine pflanzliche oder bakterielle Glycerat-Kinase zu 

identifizieren (Kern et al. 2011; Kroth et al. 2008). Allerdings wurde für die Haptophyta-Alge 

Emiliania huxleyi und die Braunalge Ectocarpus silculosus eine Pflanzen-ähnliche GLYK 

beschrieben (Kern et al. 2011). Haptophyta, Diatomeen und Braunalgen sind Mitglieder der 
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Supergruppe Chromalveolata, von der man annimmt, dass sie aus einem gemeinsamen 

Vorfahren entstanden sind, der aus einer Endosymbiose mit einer Rotalge resultierte 

(Janoušíkovec et al. 2010; Keeling 2004). Auch Plastiden-freie, parasitäre Vertreter der 

Chromalveolaten wie z. Bsp. Phytophthora sp. besitzen eine GLYK, die auf die sekundäre 

Endosymbiose mit einer Rotalge zurückgeht (Maruyama et al. 2009). Die Präsenz einer 

GLYK in anderen Vertretern der Chromalveolata deutet darauf hin, dass ursprünglich das 

Gen für eine GLYK vom Rotalgen-Endosymbionten in das Wirts-Genom übertragen wurde. 

Offensichtlich ist es jedoch im Zuge der weiteren Differenzierung der Diatomeen verloren 

gegangen (Kern et al. 2011). Die Präsenz einer GLYK in anderen Linien der Archaeplastida 

deutet auch für die Glaucophyta auf einen Verlust dieses Proteins nach der Abspaltung von 

Rot- und Grünalgen hin. Die Sequenzierung von Genomen weiterer Vertreter der 

Glaucophyta wird zeigen, ob der Verlust der GLYK in allen Glaucophyta stattfand oder 

spezifisch für einige Vertreter wie Cyanophora ist. Ähnliches gilt auch für die Gruppe der 

Chromalveolata. 

Das Fehlen einer Glycerat-Kinase in Diatomeen und Glaucophyta bedingt eine 

Veränderung des 2PG-Zyklus, da kein 3-Phosphoglycerat, welches wieder in den Calvin-

Benson-Zyklus eingehen kann, im Chloroplasten generiert wird. Diese Algen müssen somit 

über andere Intermediate, das aus der Oxygenase-Aktivität resultierende 2PG entgiften und 

den organischen Kohlenstoff in den Calvin-Benson Zyklus zurückführen (Kern et al. 2011; 

Kroth et al. 2008). Eine Möglichkeit ist der Abbau des aus der Glykolat-Oxidation 

entstandenen Glyoxylats über das Tricarbonsäure-Zyklus-Intermediat Malat (Igamberdiev 

and Lea 2002; Winkler and Stabenau 1995). Diese Variation würde die Aktivität einer Malat-

Synthase erfordern, dessen Gen und Aktivität im Peroxisom von Diatomeen bereits 

nachgewiesen werden konnte (Kroth et al. 2008; Winkler and Stabenau 1995). Eine weitere 

Möglichkeit ist ein Ende des 2PG Umsatzes bei Serin bzw. Glycin. Das photorespiratorische 

Serin bzw. Glycin könnte direkt in andere Biosynthesewege, wie die Glutathion-Synthese 

einfließen (Kroth et al. 2008). Diatomeen verfügen darüber hinaus über viele weitere 

physiologische und metabolische Besonderheiten, wie zum Beispiel das Vorkommen eines 

kompletten Harnstoffzyklus (Armbrust et al. 2004; Bowler et al. 2008). Die metabolische 

Diversität und die Unterschiede zu anderen phototrophen Eukaryoten könnten vor allem mit 

der hohen Anzahl an prokaryotischer Gene, die aus einem horizontalen Gentransfer 

zwischen Diatomeen und Bakterien resultieren, begründet werden (Bowler et al. 2008). 

Alternative Wege des 2PG-Abbaus in Cyanophora sind unbekannt, aber eine ähnliche 

Verwertung des aus dem 2PG-Zyklus entstandenen Glycins und Serins ist auch für die 

Glaucophyta vorstellbar. Die Bedingungen, die zu einem Verlust der Glycerat-Kinase und zur 

Etablierung anderer, bisher unbekannter Wege der 2PG-Entgiftung geführt haben, sind 

unbekannt. Offensichtlich bedarf es weiterer physiologischer und molekularbiologischer 
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Untersuchungen, um den Aufbau und die Funktionsweise des 2PG-Metabolismus in 

Diatomeen und Glaucophyta aufzuklären.  

Neben den unterschiedlichen Phylogenien einiger 2PG-Zyklus-Proteine von Algen 

und Landpflanzen, unterscheidet sich auch deren zelluläre Lokalisation in phototrophen 

Eukaryoten. Dabei wird vor allem den Peroxisomen eine besondere Rolle zugesprochen. 

Peroxisomen sind von einer einfachen Doppelmembran umschlossene Microbodies und sind 

bei der Anpassung an eine sauerstoffreiche Atmosphäre besonders wichtig. Sie kommen in 

allen Eukaryoten vor (Gabaldon 2010). Über die Entstehung von Peroxisomen wird in der 

Literatur immer noch debattiert. Aus elektronmikroskopischen Aufnahmen, die Peroxisomen 

in enger Verbindung mit dem Endoplasmatischen Retikulum zeigen, wurde geschlossen, 

dass Peroxisomen aus Vesikelabschnürungen des Endoplasmatischen Retikulums 

entstehen (Novikoff and Shin 1964). Jedoch zeigt die Entdeckung sich teilender 

Peroxisomen und der post-translationelle Import von Proteinen, dass diese Organelle 

ebenso wie Mitochondrien und Chloroplasten aus einer Endosymbiose resultieren könnte 

(deDuve 1982). Neuere Studien bezweifeln jedoch den endosymbiontischen Ursprung der 

Peroxisomen (zusammengefasst in Gabaldon 2010). Die Hauptfunktion der Peroxisomen in 

Pflanzen ist die Detoxifizierung von Wasserstoffperoxid durch eine Katalase oder Peroxidase 

(Gabaldon 2010). Viele Reaktionen des photorespiratorischen 2PG-Zyklus sind im Blatt von 

Pflanzen im Peroxisomen lokalisiert, während Peroxisomen der Pflanzenwurzel andere 

Proteinausstattungen und Funktion aufweisen (Bauwe et al. 2010; Reumann et al. 2006). 

Über Art und Funktion der Peroxisomen in eukaryotischen Algen ist allerdings wenig bekannt 

(Gabaldon 2010; Hagemann et al. 2012). Das Vorkommen Pflanzen-ähnlicher Peroxisomen 

konnte bisher für einige Streptophyta- und Rotalgen gezeigt werden (Gabaldon 2010). Die 

enzymatische Ausstattung der meisten Algen-Peroxisomen unterscheidet sich von denen der 

Landpflanzen. Weder in Peroxisomen von Diatomeen noch in denen der Grünalgen konnte 

bisher ein Wasserstoffperoxid-produzierendes oder -abbauendes Enzym nachgewiesen 

werden (Igamberdiev and Lea 2002; Winkler and Stabenau 1995). Dies schließt auch die 

Präsenz einer GOX im Peroxisom aus. Die Cr-LOX aus Chlamydomonas besitzt zwar ein 

peroximales Signalpeptid, ähnlich der PTS1 aus Landpflanzen und Rotalgen, allerdings 

konnte ein Import dieses Proteins ins Peroxisom nicht bestätigt werden (Shinozaki et al. 

2009). Die Lokalisation einer photorespiratorischen GlcDH im Mitochondrium deutet auf eine 

andere Funktion der Peroxisomen in Grünalgen (Gabaldon 2010). Neben der GlcDH, konnte 

auch für die 2PG-Zyklus-Proteine SGT, GGT und HPR1 von Chlamydomonas der Import ins 

Mitochondrium nachgewiesen werden (Atteia et al. 2009). Demzufolge findet der größte Teil 

des 2PG-Zyklus in den Mitochondrien dieser Grünalge statt (Atteia et al. 2009).  
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Viele Algen weisen effiziente CCM's auf, die die CO2-Konzentration in räumlicher 

Nähe zum kohlenstofffixierenden Enzym Rubisco anreichern. Bei Diatomeen wurde eine 

wesentlich niedrigere Halbsättigungskonstante für CO2 für die Photosyntheserate intakter 

Zellen (2-5 µM CO2), verglichen mit dem Km-Wert der isolierten Diatomeen-Rubisco (~40 µM 

CO2), gemessen (Reinfelder 2011 und darin zitierte Quellen). Diese Eigenschaft spricht für 

die Präsenz eines CCM in Diatomeen. Dessen Mechanismus ist umstritten. Neben Enzymen 

für einen C4-Mechanismus sind im Genom von Diatomeen zahlreiche Bicarbonat-Transporter 

und Carboanhydrasen kodiert (Kroth et al. 2008). Beide Proteine sind essentiell für die 

Funktion einer biophysischen Kohlenstoffkonzentrierung. Einige Ergebnisse deuten 

außerdem daraufhin, dass die CCMs innerhalb der Diatomeen variieren (Reinfelder 2011). 

Auch in anderen eukaryotischen Algen scheint ein CCM zu der Herabsetzung der 

Oxygenase-Aktivität der Rubisco beizutragen, wodurch der photorespiratorische Fluss 

vermindert wird (Giordano et al. 2005; Raven et al. 2012; Reinfelder 2011). Die 

Herabsetzung des photorespiratorischen Flusses in vielen eukaryotischen Algen und 

Cyanobakterien bildete wahrscheinlich die Voraussetzung, den 2PG-Metabolsimus zu 

variieren und evtl. auch vermehrt für andere Funktionen zu nutzen.  

In der Erdgeschichte tauchen vier Ereignisse auf, die zu einer drastischen Erhöhung 

der O2/CO2-Rate in der Atmosphäre führten und somit Ausgangspunkt für die Selektion zur 

Evolution eines CCM sein könnten (Giordano et al. 2005 und darin zitierte Quellen). Der 

erste Anstieg der Sauerstoffkonzentration in der Atmosphäre war vor ca. 2300 Millionen 

Jahren (Bekker et al. 2004). Die starke Oxygenierung der Atmosphäre und der daraus 

resultierende selektive Druck könnte zu der Evolution eines CCMs in Cyanobakterien geführt 

haben (Giordano et al. 2005). Dies würde bedeuten, dass auch der Vorläufer der Plastiden 

einen CCM besaß und die Gene des CCMs durch die Endosymbiose in den Vorgänger der 

phototrophen Eukaryoten gebracht worden sein könnte. Bis heute konnte jedoch kein 

cyanobakterielles CCM-Gen im Genom eines phototrophen Eukaryoten nachgewiesen 

werden. Daher nehmen die meisten Autoren an, dass der cyanobakterielle CCM später, 

nach der primären Endosymbiose entstanden ist. Im Zeitraum zwischen 750 und 600 

Millionen Jahren kam es zu einem erneuten Anstieg der O2/CO2-Rate (Giordano et al. 2005). 

Wahrscheinlich war dies Auslöser für die Entstehung diverser CCMs in den meisten 

Algengruppen. Ob auch innerhalb der Cyanobakterien ein CCM ausgebildet wurde ist 

fraglich. Die Phylogenie der α- und β-Cyanobakterien deutet eher auf einen frühen Ursprung 

des CCM. Die unterschiedliche Funktionsweise der CCMs in Cyanobakterien und vielen 

Algen ist ebenfalls ein Indiz für eine unabhängige Evolution der Anpassungen an CO2-

Mangel (Giordano et al. 2005). Die Entstehungsgeschichte der biochemischen CO2-

Konzentrierung in CAM- und C4-Pflanzen ist relativ jung und hängt wahrscheinlich mit der 

Erhöhung der O2/CO2-Rate vor ca. 30 Millionen Jahren zusammen (Giordano et al. 2005). 
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Dabei konnte die Evolution der C4-Photosynthese in mehreren unabhängigen Linien 

nachgewiesen werden (Sage et al. 2011). Ebenso deuten einige C3-C4-intermediäre Pflanzen 

auf einen noch nicht abgeschlossenen Prozess (Langdale 2011). Teil der Evolution zur C4-

Photosynthese ist auch eine Relokalisierung der Photorespiration, beginnend mit der 

Verlagerung des GDC in den Bündelscheidenzellen (Osmond and Harris 1971).  

Die phylogenetischen Untersuchungen zeigen, dass einige Enzyme des pflanzlichen 

2PG-Zyklus schon in dem cyanobakteriellen Endosymbionten vorhanden waren und 

teilweise ebenso wie die Gene der Photosynthese über den endosymbiontischen 

Gentransfer in das Genom der Protoalge übertragen wurden (Hackenberg, Kern et al. 2011; 

Kern et al. 2011). Die Umstrukturierung des 2PG-Metabolismus könnte eine Folge der 

Etablierung effizienter CCMs in Cyanobakterien, Algen und C4-Pflanzen sein.  
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6. Ausblick 

Phylogenetischen Untersuchungen von Enzymen des 2PG-Zyklus zeigten, dass 

einige dieser heute im Kern von Landpflanzen und Algen kodierten Proteine das Ergebnis 

des endosymbiontischen Gentransfers, ausgehend von einem Cyanobakterium sind (Kern et 

al. 2011). Neben dem 2PG-Zyklus tragen in Cyanobakterien, wie z.B. Synechocystis, noch 

zwei weitere Wege zum schnellen Abbau des, aus der Oxygenase-Reaktion der Rubisco 

entstandenen 2PG bei (Eisenhut et al. 2008). Einer dieser alternativen 2PG-Abbauwege ist 

der, auch in anderen Bakterien vorkommende Glycerat-Weg. Die am Glycerat-Weg 

beteiligten Enzyme sind die Glyoxylat-Carboligase und Tartronsäuresemialdehyd-Reduktase 

(TSR). Die Aktivität dieser Enzyme sorgt für die Bildung von Glycerat aus Glyoxylat in nur 

zwei Schritten und bildet somit eine Abkürzung zum 3-Phosphoglycerat. Insbesondere 

umgeht dieser Weg die Reaktionen des GDC's. Daher wird nur CO2 und kein NH4
+ 

freigesetzt, das auch nicht energetisch aufwendig wiedergewonnen werden muss. Daher 

könnte der Glycerat-Weg unter photorespiratorischen Bedingungen zu einem energetisch 

günstigeren und schnellerem Abbau des toxischen 2PG beitragen. Da diverse Proteine des 

cyanobakteriellen 2PG-Zyklus Ausgangspunkt der Photorespiration in Landpflanzen waren, 

stellt sich die Frage, ob nicht auch die Proteine des Glycerat-Wegs in phototrophen 

Eukaryoten als Ergebnis eines endosymbiontischen Gentransfers nachweisbar sind? Gegen 

die Existenz alternativer Wege, die einen signifikanten Anteil am Abbau des 2PG leisten, 

spricht der klare "photorespiratorische" Phänotyp von Mutanten mit Defekten in Enzymen 

des 2PG-Zyklus (Timm et al. 2012). Allerdings sprechen einige biochemische 

Untersuchungen an Diatomeen und Grünalgen für die mögliche Präsenz des Glycerat-Wegs 

in phototrophen Eukaryoten. Sowohl für die Grünalge Gloeomonas sp., als auch die 

Diatomee Cylindrotheca fusiformes konnte die Aktivität einer Glyoxylat-Carboligase 

nachgewiesen werden. Nach Inkubation mit radioaktiv markierten Glyoxylat wurden 

anschließend Tartronsäuresemialdehyd und CO2 als Reaktionsprodukte identifiziert (Badour 

and Waygood 1971, Paul and Volcani 1976). In unseren Voruntersuchungen zur Existenz 

des Glycerat-Wegs in phototrophen Eukaryoten dienten die TSR's aus Synechocystis 

(Slr0229) und Nostoc (Alr3358) als Ausgangspunkt für BlastP-Analysen nach ähnlichen 

Proteinen in den Genomen von Landpflanzen und Algen. Diese Suche identifizierte zwei 

putative TSR-Proteine in dem Modellorganismus Chlamydomonas (XP 001691921 und XP 

001692084). Das könnte ein erster Hinweis sein, dass auch in Chlamydomonas der 

Glycerat-Weg aktiv ist. Chlamydomonas ist in der Wissenschaft ein langjährig genutzter 

Modellorganismus. Seine Popularität hat neuerdings stark zugenommen, da mit Hilfe dieses 

Organismus biotechnologisch H2 produziert werden könnte und Chlamydomonas darüber 
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hinaus genetisch manipulierbar ist (Kindle 1990, Molnar et al. 2007, Molnar et al. 2009, 

Schroda 2006, Zhao et al. 2009). Um die Hinweise aus den Genomuntersuchungen zu 

untermauern, wird zukünftig angestrebt, analog zum Herangehen an Synechocystis 

(Eisenhut et al., 2008) Enzyme für alternative 2PG-Stoffwechselwege gemeinsam mit denen 

des 2PG-Zyklus in Chlamydomonas auszuschalten (z. Bsp. SHMT, SGT). Einzelmutanten im 

2PG-Zyklus sollten im Falle eines funktionellen Glycerat-Wegs, ähnlich wie in Synechocystis 

(Eisenhut et al. 2006; Eisenhut et al. 2008), nur eine schwache Verringerung des 

Wachstums unter CO2-armen und O2-reichen Bedingungen aufweisen. Erst der zweite Knock 

Down, z.B. der TSR des Glycerat-Wegs, sollte zu einem "photorespiratorischen" Phänotyp 

führen, ähnlich der GlcDH- oder PGPase-Mutante von Chlamydomonas (Nakamura et al. 

2005; Suzuki 1995).  

Der Nachweis eines aktiven Glycerat-Wegs in der Grünalge Chlamydomonas, wäre 

ein Indiz dafür, dass ursprünglich nicht nur ein Teil des 2PG-Zyklus ins Genom der heutigen 

Landpflanzen übertragen wurde, sondern auch die Proteine des Glycerat-Wegs im 

gemeinsamen Vorläufer der Grün-, Rot- und Glaucophyta-Algen präsent waren. Im Zuge der 

weiteren Differenzierung der einzelnen Linien und der Evolution des 2PG-Zyklus, ging der 

Glycerat-Weg in den heutigen Landpflanzen verloren.  
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8. Anhang 

8.1 Accession-Nummern 

Tabelle 11. Accession-Nr. der P-, T-, und L-Proteine des GDCs, der SHMT- und GLYK-
Proteine.  

Organismus Accession Nummer/ ORF-Name
 GCD P-Protein GCD T-Protein GDC L-Protein SHMT GLYK 
Phototrophe Eukaryoten   

Arabidopsis thaliana At4g33010 At1g11860 At3g17240 
At4g37930/ 
At5g26780 

At1g80380 

Populus trichocarpa XP_002308562 XP_002332617 XP_002311367 XP_002302357 XP_002304169 
Zea mays EST-Datenbank AAL33597 ACR36413 ACG33140 NP_001141904 
Physcomitrella patens XP_001754864 XP_001767216 XP_001752276 XP_001765821 XP_001752276 
Oryza sativa NP_001044046 NP_001053928 NP_001042918 NP_001051211 NP_001043886 
Sorghum bicolor XP_002441849 XP_002447121 XP_002457769 Sb01g008690 XP_002439104 
Ostreococcus tauri OTH95 CAL56288 CAL56242 CAL55907 CAL57026 CAL53463 
Chlamydomonas reinhardtii CC-503 XP_001692993 XP_001693107 XP_001695163 XP_001701451 XP_001694073 
Micromonas sp. RCC299 XP_002503477 XP_002503818 XP_002508932 XP_002505413 XP_002500252 
Phaeodactylum tricornutum 
CCAP1055/1 

XP_002182636 XP_002176340 XP_002178956 XP_002177340 - 

Thalassiosira pseudonana CCMP 1335 XP_0022886991 XP_002292225 XP_002296489 XP_002295557 - 
Cyanidioschyzon merolae 10D CMR282C CMG086C CMM299C CMO142C CMK141C 
Emiliania huxleyi CCMP 1516 ? 422537 442074 433725 219082 
Cyanobakterien      
Synechococcus sp. WH8102 SYNW2374 SYNW2425 SYNW1630 SYNW0259 SYNW1209 
Synechococcus sp. CC9902 SYNcc9902_2188 SYNcc9902_2232 SYNcc9902_1530 SYNcc9902_2091 SYNcc9902_1154 
Synechococcus sp. WH5701 ZP_01084893 ZP_01083395 ZP_01085790 ZP_01084787 ZP_01086254 
Synechococcus elongatus  PCC 6301 syc2046_c syc1794_c syc0352_d syc1231_d syc0548_c 
Synechococcus sp. PCC 7002 SYNPCC7002_A1549 SYNPCC7002_A1703 SYNPCC7002_A1126 SYNPCC7002_A2430 SYNPCC7002_A0028 
Prochlorococcus marinus SS120 Pro1829 Pro1851 Pro1372 Pro0290 Pro0730 
Prochlorococcus marinus MIT9313 PMT2169 PMT2215 PMT0335 PMT1847 PMT0758 
Prochlorococcus marinus MED4 PMM1668 PMM1687 PMM1298 PMM0258 PMM0959 
Gloeobacter violaceus PCC 7421 glr0246 glr3530 glr3029 glr4369 gll2598 
Nostoc sp. PCC7120 all4607 all4609 alr4745 alr4806 alr2873 
Anabaena variabilis ATCC 29413 Ava_2762 Ava_2760 Ava_1937 Ava_2076 Ava_1031 
Nostoc punctiforme ATCC 29133 Npun_R3754 Npun_R3756 Npun_R4179 Npun_F5156 Npun_R5210 
Nodularia spumigena CCY9414 ZP_01630468 ZP_01630466 ZP_01630446 ZP_01632507 ZP_01631898 
Synechocystis sp. PCC 6803 slr0293 sll0171 slr1096 sll1931 slr1840 
Proteobakterien      
Escherichia coli K12 NP_487343 NP_417381 NP_414658 NP_417046 - 
Rhodopseudomonas palustris HaA2 YP_487345 YP_487343 YP_483896 YP_486247 - 
Rhodopseudomonas palustris CGA009 NP_949187 NP_949185 NP_945538 NP_948067 - 
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Tabelle 12. Accession-Nr. der 16S rRNA-Gene und der GOX-, SGT- und HPR-Proteine. 

 
Accession number/ ORF 
name 

   

 16S rRNA GOX SGT HPR1 
Phototroophe Eukaryoten     
Arabidopsis thaliana NC_00093 At3g14420 At2g13360 At1g68010 
Populus trichocarpa EF489041 XP_00231470 XP_002298306 XP_002305524 
Zea mays NC_001666 NP_001152347 NP_001148339 NP_001148591 
Physcomitrella patens AP005672 XP_001769086 XP_002321073 XP_001784621 
Oryza sativa NC_001320 NP_001058909 NP_001057825 NP_001045589 
Sorghum bicolor NC_008602 XP_002466341 XP_002444789 Sb04g000320 

Coccomyxa subellipsoidea HQ693844 EIE24931 
EIE23124/EIE24180/ 
EIE24183 

EIE24184 

Chlamydomonas reinhardtii CC-503 BK000554 XP_001703481 
XP_001701557/ 
XP_001702106 

XP_001691480 

Volvox carteri f. nagariensis UTEX 2908 GU084820 XP_002946783 
XP_002949266/ 
XP_002953765 

XP_002949292 

Chlorella variabilis NC64A HQ914635 EFN51979 
EFN59783/EFN60011/ 
EFN59780 

EFN59781 

Ostreococcus lucimarinus  - - XP_001422127 - 
Ostreococcus tauri OTH95 CR954199 - XP_003084154 - 
Micromonas pusilla CCMP 489 FN563098 - XP_003064521 - 

Micromonas sp. RCC299 NC_012575 - 
XP_002503846/ 
XP_002501110 

- 

Galdieria sulphuraria AF545618 * * * 
Cyanidioschyzon merolae 10D AB002583 CMQ436C CMS429C CMS425C 
Ectocarpus siliculosus FP102343 CBN74053 - - 
Phaeodactylum tricornutum CCAP1055/1 EF067920 - XP_002184315 - 
Thalassiosira pseudonana CCMP 1335 EF067921 - XP_002289278 - 
Fragilariopsis cylindrus FJ002238 - Fracy_211817 - 
Emiliania huxleyi CCMP 1516 AY741371 - - - 
Cyanophora paradoxa U30821 54585 37079 6968 
     
Cyanobakterien     
Synechococcus sp. WH8102 NC_005070 - SYNW0045 - 

Synechococcus sp. CC9902 NC_007513 - 
Syncc9902_1263/ 
Syncc9902_0040 

- 

Synechococcus sp. WH5701 AY172832 - SYNW0045 - 
Synechococcus elongatus PCC 6301 AP008231 - syc1320_c - 

Synechococcus sp. PCC 7002 AJ000716 - 
SYNPCC7002_A0177/ 
SYNPCC7002_A1332 

- 

Prochlorococcus marinus SS120 pror01 - Pro1037/Pro0036 - 
Prochlorococcus marinus MIT9313 NC_005071 - PMT0600/PMT0043 - 
Prochlorococcus marinus MED4 RNA_39 - PMM0035 - 
Gloeobacter violaceus PCC 7421 rrna16sa - - - 
Nostoc sp. PCC7120 rrn16sa All0170 Alr1004 All8087 
Anabaena variabilis ATCC 29413 CP000117 Ava_1430 Ava_5058 - 

Nostoc punctiforme ATCC 29133 rrn16sa Npun_R5717 
Npun_F4445/ 
Npun_F4157 

- 

Nodularia spumigena CCY9414 EU155886 ? ZP_01630449 ZP_01632392 
Synechocystis sp. PCC 6803 rrn16sa - Sll1559 - 
Acaryochloris sp. CCMEE 5410 AY790243 - ZP_09248532 - 
Acaryochloris marina MBIC11017 CP000828 - YP_001515615 - 
Cyanothece sp. PCC 7822 CP002198 YP_003890366 - YP_003887724 
Cyanothece sp. PCC 8801 CP001287 - - YP_002373188 
Cyanothece sp. PCC 8802 CP001701 - - YP_003138751 
     
Non-phototrophe Bakterien     
Escherichia coli K12 CP_000948 NP_418062 - NP_418009 
Rhodopseudomonas palustris HaA2 CP_000240 YP_484926 ABD09312 YP_779183 
Rhodopseudomonas palustris CGA009 BX572608 NP_949656 NP_946142 NP_945775 
Rhodococcus jostii RHA1 CP000431 - - YP_704862 
Arthrobacter chlorophenolicus A6 CP001341 - - YP_002486284 
Micrococcus luteus NCTC 2665 CP001628 - - YP_002956269 
Thermoanaerobacter siderophilus SR4 AF120479 - - EIV99571 
Desulfosporosinus youngiae DSM 17734 DQ117470 - - ZP_09652449 
Candidatus Pelagibacter sp. IMCC9063 CP002511 - YP_004358513 - 
Granulibacter bethesdensis CGDNIH1 CP000394 - YP_743869 - 
Acidiphilium multivorum AIU301 AP012035 - YP_004276943 - 
Acidiphilium cryptum JF-5 CP000697 - YP_001220167 - 
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