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Fructose-6 -phosphate Phosphotransferase, Pyrophosphate, Rhodospirillaceae
A pyrophosphate-dependent fructose-6 -phosphate phosphotransferase from the photosynthetic 

bacterium Rhodospirillum rubrum was partially purified and characterized in respect to kinetic 
and regulatory properties. The enzyme had a molecular weight of about 95 000 dal ton and requir­
ed Mg2+-ions for catalysis and maintenance of activity. The phosphotransferase was specific for 
fructose-6 -phosphate (F-6 -P) and inorganic pyrophosphate (PP) as substrates of the fructose-1,6 - 
bisphosphate-forming reaction (forward reaction). In the phosphate (PO-dependent back reaction, 
the preferred substrate was fructose-1,6-bisphosphate (FBP). At optimal pH (7.2 for the forward, 
and 8 . 6  for the back reaction) the back reaction had a slightly higher vmax than the forward reac­
tion. The substrate-saturation curves of the enzyme were all hyperbolic with intersecting kinetic 
pattern. The Âm-values (in mM) at saturating MgCl2-concentration were: 0.38 (F-6 -P); 0.025 (PP); 
0.02 (FBP) and 0.82 (Pi). The forward reaction was inhibited by ADP and AMP. The inhibition 
by ADP (Kj = 0.18 mM) was of the mixed type in respect to F-6 -P, but independent of the PP-con- 
centration. The inhibition by AMP (Ks = 0.017 mM) was of a more complex type, because AMP 
not only decreased the vmax of the F-6 -P- or PP-saturation curve, but also increased the Hill-coef- 
ficient from «H = 1 to nH =  2.5 of the F-6 -P-saturation curve. The inhibition of the back reaction by 
the two adenylates was less pronounced. ATP (at 2.5 mM), like citrate, inhibited the back reaction 
only at low MgCl2 concentration (1 mM) indicating that the inhibitory effect was due to the chela­
tion of Mg2+. Out of 5 other species of the Rhodospirillaceae tested, the PP-dependent phospho- 
fructokinase was only shown to be present in Rhodopseudomonas gelatinosa.

Einleitung

Das fakultativ phototrophe Bakterium Rhodospi­
rillum (R.) rubrum gehört -  wie Bacteroides sym- 
biosus, Entamoeba histolytica und verschiedene Ar­
ten der Gattung Propionibacterium — zu der Gruppe 
von Mikroorganismen, in denen anorganisches Pyro- 
phosphat (PP) bei einigen Transphosphorylierungs­
reaktionen ATP als Phosphat-Donator ersetzen kann 
[!]•

Die Existenz verschiedener PP-abhängiger Trans- 
phosphorylasen in R. rubrum (Pyruvat, Phosphat- 
Dikinase [2] und Phosphoenolpyruvat-Carboxytrans- 
phosphorylase [3]) geht parallel mit dem Vorkom­
men einer anorganischen Pyrophosphatase (PPase), 
deren katalytische und strukturelle Eigenschaften 
eine Regulation im Sinne allosterischer, bzw. hyste- 
retischer Enzyme [4] nahelegen. Von den in Prop- 
ionibakterien vorkommenden PP-abhängigen Trans- 
phosphorylasen (Pyruvat, Phosphat-Dikinase, Phos- 
phoenolpyruvat-Carboxykinase, PP-L-Serin-Phospho-
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transferase und PP-abhängige D-Fructose-6-phos- 
phat-Phosphotransferase) wurden in R. rubrum bis­
her die Pyruvat, Phosphat-Dikinase (EC 2.7.9.1) [2] 
und die Phosphoenolpyruvat-Carboxytransphosphory- 
lase (EC 4.1.1.38) [3] nachgewiesen.

Die vorliegende Arbeit beschreibt die Anreiche­
rung sowie die katalytischen und regulatorischen 
Eigenschaften einer PP-abhängigen Fructose-6-phos- 
phat-Phosphotransferase aus R. rubrum. Unter den 
sechs überprüften Rhodospirillaceen-Arten konnte 
das Enzym, außer in R. rubrum, nur in Rhodopseudo­
monas gelatinosa nachgewiesen werden.

Material und Methoden

Organismen und Kulturbedingungen

In der vorliegenden Arbeit wurden die folgenden 
Bakterienstämme verwendet; R. rubrum Stamm S1 
(bezogen von Prof. Dr. H. Gest, Indiana University, 
Department of Microbiology, Bloomington, Indiana, 
USA), R. rubrum DSM Nr. 50914, Rhodopseudomo­
nas (Rps.) capsulata Stamm Kbl (DSM Nr. 155), 
Rps. sphaeroides DSM Nr. 158, Rps. gelatinosa DSM
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Nr. 2150, Rps. viridis DSM Nr. 170 und Rps. palu­
stris Stamm 1 a 1 (bezogen von Prof. Dr. G. Drews, 
Lehrstuhl für Mikrobiologie der Universität Frei­
burg).

Die Bakterien wurden, falls nicht anders vermerkt, 
unter photosynthetischen Bedingungen (4000 lux, 
30 °C) im Malat-(NH4)2S 0 4-Medium nach Ormerod 
et al. [5] angezogen. Außer bei der Anzucht der R. 
rubrum-Stämme wurde das Medium mit 0,05% Hefe­
extrakt ergänzt. Bei der Anzucht mit anderen C- 
Quellen als Malat wurden 10-prozentige (w/v) Lö­
sungen dieser Substrate steril Filtriert und dem Ma­
lat-freien, autoklavierten Grundmedium zugesetzt.

Die photoautotrophe Anzucht von R. rubrum 
Stamm S 1 unter H2/C 0 2-Atmosphäre erfolgte nach 
der Methode von Klemme und Schlegel [6], Die 
Adaptation an fermentative Bedingungen erfolgte
— ausgehend von 100 ml-Vorkulturen — bei 30 °C in 
einem Medium mit 0,4% D-Fructose in 1 L-Schraub- 
deckelflaschen, die mit Aluminiumfolie umwickelt 
worden waren. Die Inkubationszeit betrug 48 Stun­
den. Das Wachstum der Kulturen wurde durch 
Messung der OD bei 660nm in einem „Spectronic20“- 
Colorimeter (Fa. Bausch & Lomb, München) ver­
folgt.

Herstellung zellfreier Extrakte
Die Zellen wurden gegen Ende der logarithmi- 

schen Wachstumsphase durch Zentrifugation bei
4 °C und 15000 x g  geerntet, einmal in 50 mM K- 
Phosphat-Puffer (pH 7,5) gewaschen und schließlich 
in 5 mM K-Phosphat (pH 7,5) mit 5 mM MgCl2 und 
0,2 mM F-6-P zwecks Stabilisierung der PP-abhängi- 
gen F-6-P-Phosphotransferase resuspendiert (1 g 
Naßgewicht/2 ml Puffer). Konnten die Zellen nicht 
sofort weiterverarbeitet werden, wurden sie in 25 ml- 
Portionen bei — 18°C eingefroren und ohne nen­
nenswerten Verlust an Enzymaktivität bis zu 5 Mo­
nate gelagert. Der Zellaufschluß erfolgte durch Ultra­
schall („Schoellerschall“ Typ TG 250, Fa. Schoeller 
& Co., Frankfurt) mit einer Beschallzeit von 1 min/ml 
bei voller Leistung. Das resultierende Homogenat 
wurde 15 min bei 27 000x# zentrifugiert, um Zell­
trümmer und nichtaufgeschlossene Zellen zu entfer­
nen. Zur Sedimentation der Chromatophoren wurde 
anschließend 90 min bei 130000xg zentrifugiert. 
Der Proteingehalt der 130000x^-Überstände wurde 
mittels der Biuret-Methode [7], der Proteingehalt der 
angereicherten Enzympräparate nach der Methode 
von Lowry et al. [8] bestimmt.

Bestimmung der Enzymaktivitäten

Mit Ausnahme der anorganischen Pyrophospha­
tase (EC 3.6.1.1), deren Aktivitätsbestimmung auf 
colorimetrischem Wege erfolgte [4], wurden sämt­
liche Enzymaktivitäten mittels eines gekoppelten 
optischen Tests bei 30 °C gemessen. Die Extinktions­
änderungen bei 366 nm wurden im Eppendorf-Pho- 
tometer Typ 1101 M registriert und durch den Kom­
pensationsschreiber 6511 aufgezeichnet. Die in der 
vorliegenden Arbeit dokumentierten Enzymaktivitä­
ten sind Mittelwerte aus drei Parallelmessungen. 
Eine Enzymeinheit (E) ist definiert als die Aktivität, 
welche bei 30 °C einen Umsatz von 1 pmol/min 
katalysiert. Bei der Suche nach möglichen Enzym­
effektoren wurde stets die Wirkung der fraglichen 
Substanzen auf die Hilfsenzyme überprüft.

Die PP-abhängige F-6-P-Phosphotransferase (PP- 
6-PFK) wurde in folgenden Reaktionsgemischen be­
stimmt. Hinreaktion (F-6-P + PP -► FBP + Pa) in 
einem nach [9] modifizierten Testgemisch: Imidazol- 
HC1 (pH 7,2), 50 mM; MgCl2, 5 mM; F-6-P, 2 mM; 
N a4P20 7, 1 mM; NADH, 0,2 mM; Aldolase, 20 pg; 
Glycerin-3-phosphat-Dehydrogenase/Triosephosphat- 
Isomerase, 40 jag; 0,01-0.05 Einheiten PP-6-PFK. 
Die Reaktion wurde durch Zugabe von N a4PP ge­
startet. Rückreaktion (FBP + Pa F-6-P + PP) in 
einem nach [10] modifizierten Testgemisch: Imidazol- 
HC1 (pH 8,6), 50 mM; MgCl2, 5 mM; FBP, 1,5 mM; 
K 2H P 0 4, 5 mM; NADP, 0,25 mM; Glucose-6-phos- 
phat-Dehydrogenase, 40 pg; Phosphoglucose-Iso- 
merase, 4pg; 0,01—0,05 Einheiten PP-6-PFK. Die 
Reaktion wurde durch Zugabe von K2H P 0 4 gestar­
tet. 6-Phosphofructokinase (EC 2.7.1.11) und 1- 
Phosphofructokinase (EC 2.7.1.56) wurden nach 
Conrad und Schlegel [11], die Fructose- 1,6-bisphos- 
phatase (EC 3.1.3.11) nach Joint et al. [10] und die 
Ribulose-l,5-bisphosphat-Carboxylase (EC 4.1.1.39) 
nach Hurlbert und Lascelles [12] bestimmt.

Polyacrylamid-Gelelektrophorese

Die elektrophoretische Auftrennung von Protein­
gemischen in Polyacrylamid-Gelen (Gelsystem Nr. 1 
mit 7,5% Acrylamid (pH 8,9) nach Maurer [13]) 
wurde bei Zimmertemperatur und einer Stromstärke 
von 4 - 5  mA pro Trennröhrchen (Länge ca. 80 mm, 
Durchmesser 4 mm) in der Elektrophorese-Appara- 
tur der Fa. Desaga, Heidelberg, durchgeführt.

Die Anfärbung der Proteinbanden erfolgte mit 
Coomassie Blue R-150. Die Färbelösung hatte die
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folgende Zusammensetzung: 0,25 g Coomassie Blue, 
45 ml Methanol, 9 ml Eisessig und 46 ml Wasser. 
Die Entfärbelösung war zusammengesetzt aus 50 ml 
Methanol, 75 ml Eisessig und 875 ml Wasser. Eine 
Aktivitätsfärbung der PP-abhängigen F-6-P-Phos- 
photransferase wurde wie folgt versucht. Die Gele 
wurden sofort nach Beendigung des Elektrophorese- 
Vorgangs in einer Lösung mit der folgenden Zusam­
mensetzung inkubiert: 25 ml Imidazol-HCl-Puffer 
(200 mM, pH 8,6); 5 ml MgCl2 (50 mM); 5 ml NADP 
(10 mM); 5 ml K2H P 0 4, (lOOmM); 15ml FBP (10mM);
2 ml Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase (1 mg/ml); 
1 ml Phosphoglucose-Isomerase (1 mg/ml); 42 ml 
Wasser; 30 mg /J-Nitrotetrazolium-Salz; 4 mg 5-Me- 
thylphenazoniummethylsulfat. Die Reagenzien wur­
den erst unmittelbar vor der Färbung angesetzt und 
diese selbst im Dunkeln bei Zimmertemperatur 
durchgeführt.

Analytische Methoden

Anorganisches Phosphat (Pa) wurde colorime- 
trisch als Phosphomolybdänblau nach der M ethode 
von Taussky und Shorr [14] bestimmt. Anorgani­
sches Pyrophosphat wurde durch Messung des An­
stiegs der Pa-Konzentration nach Behandlung der 
Proben mit anorganischer Pyrophosphatase analy­
siert. Fructose-6-phosphat wurde nach Hohorst [15] 
und Fructose-1,6-bisphosphat nach Bücher und H o­
horst [16] bestimmt.

Herkunft der Chemikalien

Biochemikalien, Hilfsenzyme, Eichproteine zur 
Molekulargewichtsbestimmung: Boehringer, M ann­
heim. Chemikalien für die Gel elektrophorese, Ecteola- 
Cellulose, Tetrazoliumsalz, Methylphenazoniumme-

thylsulfat: Serva, Heidelberg. Protaminsulfat, Ribu- 
lose-1,5-bisphosphat: Sigma, München. Sephadex 
G-25, Sepharose 6-B, Blaue Sepharose CL-6B, Dex­
tranblau: Deutsche Pharmacia, Freiburg. Hefeex­
trakt, nachgereinigter Agar: Difco, Detroit.

Alle sonstigen handelsüblichen Chemikalien (p. a): 
Merck, Darmstadt.

Ergebnisse

Einfluß der Kulturbedingungen au f die Enzymtiter in 
Rohextrakten

Die spezifischen Aktivitäten der PP-abhängigen 
Fructose-6-phosphat-Phosphotransferase (Hin- und 
Rückreaktion), der 6-Phosphofructokinase (EC 
2.7.1.11), der 1 -Phosphofructokinase (EC 2.7.1.56) 
der alkalischen Fructose-1,6-bisphosphatase (FBPase) 
(EC 3.1.3.11), der Ribulosebisphosphat-Carboxylase 
(EC 4.1.1.39) sowie der anorganischen Pyrophos­
phatase (EC 3.6.1.1) in Rohextrakten von R. rubrum
S1 wurden nach phototropher Anzucht der Zellen 
auf verschiedenen C-Quellen (D-Fructose, D,L-Ma- 
lat, Pyruvat, C 0 2/H 2) gemessen (Tab. I). Als M ar­
kerenzym des Calvin-Cyclus konnte die Ribulosebis- 
phosphat-Carboxylase nach photoautotropher An­
zucht (C 0 2/H 2) der Zellen mit einer spezifischen 
Aktivität von 30 — 40 mE erfaßt werden. Eine ähnlich 
starke Abhängigkeit des Enzymtiters von der C- 
Quelle ergab sich auch für die 1-Phosphofructo- 
kinase, die nur nach Anzucht mit D-Fructose bzw. 
C 0 2/H 2 nachweisbar war. Alle übrigen Enzymtiter, 
insbesondere diejenigen der PP-abhängigen Fruc- 
tose-6-phosphat-Phosphotransferase, waren praktisch 
unabhängig von der C-Quelle. Aus diesen Messun­
gen läßt sich noch keine physiologische Funktion der 
PP-abhängigen F ructose-6-phosphat-Phosphotrans-

Tab. I. Spezifische Aktivitäten einiger Enzyme des Intermediärstofifwechsels in Rohextrakten von R. rubrum S 1 nach pho­
totropher Anzucht auf verschiedenen C-Quellen.

C-Quelle Spez. Aktivität [nmol/min mg Protein]

PP-abhängige
F-6 -P-
Phosphotrans-
ferase
(Hinreaktion)

6 -Phospho-
fructo-
kinase

1-Phospho­
fructo­
kinase

FBPase PPase Ribulose-
1,5-bisphosphat-
Carboxylase

D-Fructose 145 3 45 7 390 n. n.
D,L-Malat 150 < 1 n. n.a 60 450 n. n.
Pyruvat 145 2 n. n. 54 340 n. n.
c o 2/ h 2 50 5 24 34 315 35
D-Fructose anaerob, dunkel 505 2 84 1 2 227 4

a n. n. =  nicht nachweisbar.
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ferase ableiten. Ein Hinweis auf die mögliche phy­
siologische Funktion dieses Enzyms ergibt sich aus 
dem Befund, daß sein Titer in Rohextrakten aus Zel­
len, die an eine Dunkelfermentation von D-Fructose 
adaptiert worden sind (vgl. Abschnitt Material und 
Methoden), beträchtlich erhöht war (500-600 m E/ 
mg Protein gegenüber 50-150  mE/mg Protein nach 
phototropher Anzucht).

Anreicherung der PP-abhängigen Fructose-6-phos- 
phat-Phosphotransferase aus R. rubrum S1

Das Enzym wurde aus phototroph mit D,L-Malat 
als C-Quelle gewachsenen Zellen (ca. 100 g Feucht­
gewicht) angereichert. Sämtliche Anreicherungs­
schritte — mit Ausnahme des Hitzeschrittes -  wur­
den bei + 4 ° C  durchgeführt. Nach Zellaufschluß 
durch Ultraschall und Entfernung von Zelltrümmern 
und photosynthetischen Membranen durch U ltra­
zentrifugation (vgl. Material und Methoden) wurden 
dem Rohextrakt 10 Volumenprozente einer neutrali­
sierten 1-prozentigen (w/v) Protaminsulfat-Lösung 
zugesetzt. Das nach einigen Minuten präzipitierte 
Material wurde durch Zentrifugation bei 15000U/min 
sedimentiert und verworfen. In Vorversuchen hatte 
sich gezeigt, daß das Enzym in Gegenwart von 5 m M  

MgCl2 bei einer 10-minütigen Präinkubationszeit bis 
62 °C stabil ist. Zur weiteren Anreicherung der PP- 
abhängigen F-6-P-Phosphotransferase (PP-6-PFK) 
wurde der Mg-haltige Protaminsulfat-Überstand 
rasch auf 62 °C erhitzt, 10 min auf dieser Tem pera­
tur gehalten und dann im Eisbad abgekühlt. Das 
denaturierte Protein wurde durch Zentrifugation bei 
15000 U/m in entfernt. Der Überstand wurde an­

schließend einer Fraktionierung mit (NH4)2S 0 4 un­
terzogen. Die PP-6-PFK präzipitierte im Bereich 
von 45 — 70% Sättigung mit (NH4)2S 0 4. Das Präzipi­
tat wurde in 10 ml 50 m M  Tris-HCl (pH 7,5) mit
5 m M  MgCl2 und 0,2 m M  F-6-P aufgenommen und 
mittels Passage durch Sephadex G25 (äquilibriert 
mit vorgenanntem Puffer) entsalzt.

Die entsalzte (NH4)2S 0 4-Fraktion wurde auf eine 
mit 5 m M  K-Phosphat (pH 7,5) plus 5 m M  MgCl2 
äquilibrierte Ecteola-Cellulose-Säule (2,5 x 65 cm) 
aufgetragen und mittels eines linearen NaCl-Gra- 
dienten (0 — 250 m M ) im vorgenannten Puffer eluiert. 
Als wesentliches Ergebnis dieses Anreicherungs- 
Schrittes sei die Abtrennung der PP-abhängigen 
Phosphotransferase (eluiert ab 190 m M  NaCl) von 
der anorganischen PPase (eluiert ab 230 m M  NaCl) 
betont (Abb. 1). Die PPase stört wegen der Spaltung 
des Substrates PP die kinetischen Analysen der PP- 
6-PFK bei niedrigen PP-Konzentrationen. Die 
PPase-freien Fraktionen des Ecteola-Cellulose-Eluats 
mit hoher Phosphotransferase-Aktivität wurden ver­
einigt und erneut einer Fällung mit (NH4)2S 0 4 (70% 
Sättigung) unterzogen. Das so konzentrierte Ecteola- 
Eluat wurde anschließend durch eine Sepharose 6B- 
Säule (1,5 x 90 cm) filtriert. Die Säule war mit 5 m M  

K-Phosphat (pH 7,5) + 5 m M  MgCl2 + 0,2 m M  F-6-P 
äquilibriert. Die Spitzenfraktionen wurden in einer 
Amicon-Druckzelle (PM 10-Membran; 1,5 atü) auf 
ein geringes Volumen eingeengt. Mit diesen Schrit­
ten wurde die PP-6-PFK reproduzierbar 70 bis 100- 
fach bis zu spezifischen Aktivitäten von 20 — 25 
E/mg Protein angereichert. Ein typischer Anreiche­
rungsgang ist in Tab. II zusammengefaßt. Eine wei-

Fraktionsnum m er

Abb. 1. Reinigung der PP-abhängigen F-6 - 
P-Phosphotransferase aus R. rubrum S1 
durch Chromatographie auf Ecteola-Cellu- 
lose. 10 ml eines dialysierten (NH4)2S 0 4-Prä- 
zipitats (45 -  70% Sättigung) mit 134 mg Pro­
tein wurden auf eine Ecteola-Cellulose-Säule 
(2,5 x 65 cm) aufgetragen, die mit 5 m M  K- 
Phosphat (pH 7,5) plus 5 m M  MgCl2 äquili­
briert worden war. Die adsorbierten Proteine 
wurden mittels eines linearen NaCl-Gradien- 
ten (0-250 m M  NaCl) eluiert und in Fraktio­
nen zu je 3,5 ml gesammelt. Die Enzymakti­
vität (Hinreaktion) ist in (imol/min • ml aus­
gedrückt.
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Tab. II. Anreicherung der PP-abhängigen F-6-P-Phosphotransferase aus R. rubrum S 1.
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Fraktion Volumen
[ml]

Gesamt­
protein
[mg]

PP-abhängige F-6 -P-Phosphotransferase 
(Hinreaktion)

Gesamt- Spez. Anreicherung 
Einheiten Aktivität 

[E/mg 
Protein]

130 000  g-Überstand 232 1858 535 0,29 1
Protaminsulfat-Überstand 245 1596 530 0,33 1 ,1
Hitzeschritt (62 °C, 10 min)-Überstand 242 518 500 0,96 3,3
45-70%  (NH^CVFraktion 10 126 476 3,78 13,0
Ecteola-Cellulose-Eluat 2 12 ,8 181 14.1 48,6
Sepharose 6 B-Eluat 3 3,1 75 24,2 83,4

tere Reinigung des Enzyms mittels Affinitätschroma­
tographie an Blauer Sepharose CL-6B gelang nicht, 
da im Gegensatz zur 6-Phosphofructokinase aus 
Eukaryonten [17] keine Bindung der PP-abhängigen 
Phosphotransferase an die Blaue Sepharose erfolgte.

Die 70 bis 100-fach angereicherten Enzympräpa­
rate enthielten nach gelelektrophoretischer Auftren­
nung noch drei Proteinbanden. Eine Zuordnung der 
PP-6-PFK zu einer dieser Banden mittels Aktivitäts­
färbung war nicht möglich, da das Enzym im Ver­
lauf der Elektrophorese offensichtlich inaktiviert 
wurde. Die Inaktivierung ist höchstwahrscheinlich 
auf die Abdissoziation des stabilisierenden Mg2-Ions 
zurückzuführen. Dialyse gegen einen Mg-freien Tris- 
HCl-Puffer (pH 7,5) führte ebenfalls zu einer Inakti­
vierung des Enzyms. Der Versuch einer Reaktivie­
rung der PP-6-PFK durch Präinkubation des Gels 
bzw. herausgeschnittener Gelscheibchen mit 5 m M  

MgCl2 blieb ohne Erfolg.

Molekulargewichtsbestimmung

Eine Abschätzung des Molekulargewichts der PP- 
abhängigen Phosphotransferase wurde mittels Gelfil­
tration durch eine Sepharose 6B-Säule (1,5 x 90 cm) 
durchgeführt. Die mit 5 m M  K-phosphat (pH 7,2) 
plus 5 m M  MgCl2 und 0,2 m M  F-6-P äquilibrierte 
Säule (Elution mit gleichem Puffer) wurde in einem 
getrennten Lauf mit Dextranblau, Ferritin, Katalase, 
Aldolase und Rinderserumalbumin geeicht. Die PP- 
6-PFK wurde bei einem Ke/ F 0-Wert von 2,1 eluiert, 
entsprechend einem Molekulargewicht von 95000  
Dalton. Verschiedentlich wurde das Enzym aber 
auch bei Fe/K 0-Werten von 1,5 entsprechend einem 
Molekulargewicht von etwa 360000 Dalton, bzw. 
2,5, entsprechend einem Molekulargewicht von ca.

40000 Dalton, eluiert. Offenbar neigt das Enzym 
einerseits zur Bildung von Aggregaten, andererseits 
aber auch zur Dissoziation in kleinere Einheiten. 
Dabei ist es von Interesse zu vermerken, daß das 
Enzym im Falle der Elution als 40000 Dalton-Ein- 
heit eine nur geringe spezifische Aktivität (ca. 20% 
der Aktivität des auf die Säule aufgetragenen Präpa­
rates) aufwies.

Mg2+-Bedarf pH-Optimum, Substratspezifität

Mg2+-Ionen waren nicht nur für die Stabilität des 
Enzyms essentiell, sondern auch für die katalytische 
Aktivität. Zwar konnte das Enzym wegen des MgCl2- 
Gehalts der Enzym-Stammlösung nicht in einem 
absolut Mg2+-freien Reaktionsgemisch getestet wer­
den. Aber in einem Testgemisch mit 20 um MgCl2 
(entsprechend der mit dem Enzym selbst einge- 
brachten MgCl2-Konzentration) wurde lediglich 10 
(Hinreaktion) bzw. 0% (Rückreaktion) der mit 5 m M  

MgCl2 erzielten Reaktionsrate gemessen. Die Sätti­
gungskurven für MgCl2 waren sowohl für die Hin-, 
als auch die Rückreaktion hyperbolisch. Die S0.s- 
Werte für MgCl2 (d. h. die MgCl2-Konzentrationen, 
bei denen halbmaximale Reaktionsrate erzielt wurde) 
betrugen 0,1 m M  (Hinreaktion mit 2 m M  F-6-P und 
1 m M  Na4PP) bzw. 0,5 m M  (Rückreaktion mit 1,5 m M  

FBP und 5 m M  K-Phosphat). Mg2+ konnte durch 
Mn2+, Co2+, Ca2+ oder Zn2+ nicht ersetzt werden. 
Das pH-Optimum von Hin- und Rückreaktion (je­
weils bestimmt in 50 m M  Imidazol-HCl-Puffer unter 
Standardbedingungen) lag bei pH 7,2 (Hinreaktion) 
bzw. pH 8 ,2 -8 ,6  (Rückreaktion). Die maximale 
Reaktionsrate der Rückreaktion bei pH 8,6 war ge­
ringfügig höher als die maximale Rate der Hinreak­
tion bei pH 7,2.
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Mit anderen Zuckermonophosphaten (Fructose-1- 
phosphat[F-l-P], Glucose-6-phosphat[G-6-P], Glu­
cose* 1-phosphat [G-l-P], je 2,5 m M )  wies das Enzym 
lediglich 3 (F-l-P ), 1,4 (G-6-P) bzw. 2% (G -l-P) der 
mit F-6-P erzielten Aktivität auf. Mit ATP bzw. 
ADP (je 2,5 m M )  anstelle von Na4PP war das Enzym 
im Vergleich zu der mit PP erzielten Reaktionsrate 
nur zu 5 (ATP) bzw. 1% (ADP) aktiv. Wurde die 
ATP-Lösung vor Einsatz im Enzymtest mit anor­
ganischer PPase behandelt und die PPase anschlie­
ßend durch 5-minütiges Erhitzen auf 80 °C inakti­
viert, war die Restaktivität vollständig eliminiert. 
Die mit unbehandeltem ATP erzielte Aktivität ist 
demnach auf PP zurückzuführen. Mit Glucose-1,6- 
bisphosphat (1,5 m M )  als Substrat der Rückreaktion 
wurden 66% der mit FBP erzielten Reaktionsrate ge­
messen.

Stöchiometrie der von der PP-6-PFK katalysierten 
Reaktionen

Zur Ermittlung der Stöchiometrie der von der PP- 
6-PFK katalysierten Reaktionen wurden die Kon­
zentrationen der Substrate bzw. Produkte der En­
zymreaktion (F-6-P, PP, FBP, Pa) vor und nach 15- 
minütiger enzymatischer Katalyse in Reaktionsgemi­
schen mit 50 m M  Imidazol-HCl-Puffer (pH 7,2 für

Tab. III. Stöchiometrie der von der PP-abhängigen F-6-P- 
Phosphotransferase katalysierten Reaktionen.

Substrat .̂mol/3 ml Reaktionsgemisch
bzw. Produkt ----------------------------------------------------

Beginn der nach Differenz
Reaktion 15 min

F-6-P 7,55 4,75 - 2 ,8 0
PP 9,43 6,81 -2 ,6 2
FBP 0,05 2,80 + 2,75
Pa 0,10 2,65 + 2,55
FBP 11,20 5,80 -5 ,4 0
Pa 8,75 3,23 -5 ,5 2
F-6-P 0 5,65 + 5,65
PP 0,12 5,85 + 5,73

Die Enzymreaktion (A: Hinreaktion; B: Rückreaktion) 
wurde bei 30 °C in Reaktionsgemischen (3 ml) mit 50 m M  
Imidazol-HCl-Puffer (pH 7,2 für die Hin- und pH 8,6 für 
die Rückreaktion), 5 m M  MgCl2, den in der Tabelle ange-

febenen Konzentrationen der Substrate und jeweils 10 ;xg 
nzymprotein durchgeführt. Nach 15 min wurde die Reak­

tion durch Zusatz von 1 ml 3 n  HC104 abgestoppt. Neutra­
lisation erfolgte mit K H C 03. Nach Abzentrifugation des 
Präzipitates wurden im Überstand die Konzentrationen der 
Substrate bzw. Produkte bestimmt. Die Anfangskonzentra­
tionen der letzteren wurden in Parallelproben bestimmt, 
die unmittelbar nach Enzymzusatz abgestoppt wurden.

Tab. IV. Wirkung von Intermediärverbindungen auf die 
PP-abhängige F-6 -P-Phosphotransferase aus R. rubrum S l.

Zusatz (2,5 m M ) % Aktivität

Hinreaktion Rückreaktion

_ 100 100
Pa 98 -

PP - 10
ATP 107 45
ADP 15 36
AMP 7 44
cycl. AMP 109 10 2
Na-Citrat 1 1 0 2 2
F-l-P 92 1 1 0
G-l-P 92 120
G-6-P 80 53
PEP 100 70

Die Reaktionsraten wurden bei 30 °C in 50 m M  Imidazol- 
HCl-Puffer (pH 7,2 für die Hin-, und pH 8,6 für die Rück­
reaktion) gemessen. Die Reaktionsgemische enthielten, ab­
weichend von den Standardansätzen, 1 m M  Na4PP; 2 m M  
F-6 -P; 2,5 m M  MgCl2 und 3,6 jxg Enzymprotein (Hinreak­
tion), bzw. 5 m M  K-Phosphat; 1,5 m M  FBP; 1,25 m M  MgCl2 
und 7,2 (ig Enzymprotem (Rückreaktion). 100% Aktivität 
entspricht 20 (Hinreaktion) bzw. 24 (Rückreaktion) [xmol/ 
min • mg Protein.

die Hinreaktion, pH 8,6 für die Rückreaktion), 5 m M  

MgCl2, den in Tabelle 3 angegebenen Substratmen­
gen und 10 (ig Enzymprotein analysiert. Wie die Da­
ten in Tab. III zeigen, entsprachen die Mengen der 
gebildeten Produkte (FBP und Pa bei der Hinreak­
tion; F-6-P und PP bei der Rückreaktion) den Men­
gen der verbrauchten Substrate (F-6-P und PP bei 
der Hinreaktion; FBP und Pa bei der Rückreaktion).

Effekt verschiedener Intermediärverbindungen au f die 
PP-abhängige F-6-P-Phosphotransferase

Verschiedene Intermediärverbindungen wurden 
als mögliche Effektoren des Enzyms getestet (Tab. IV). 
Die Hinreaktion (Reaktionsgemisch mit 2 m M  F-6-P;
2,5 m M  MgCl2 und 1 m M  PP) wurde durch ADP und 
AMP stark gehemmt. Pa, F-l-P , G -l-P und G-6-P 
hatten eine nur geringe Hemmwirkung, während 
ATP, cyclisches AMP und Citrat die Reaktionsrate 
geringfügig erhöhten. Ein ganz anderes Hemmuster 
ergab sich für die Rückreaktion (Reaktionsgemisch 
mit 1,5 m M  FBP; 5 m M  K-Phosphat und 1,25 m M  

MgCl2). Letztere war wesentlich weniger empfind­
lich als die Hinreaktion gegenüber AMP und ADP. 
Außer ADP und AMP war hier auch ATP ein Inhi­
bitor. Da außer ATP auch PP und Citrat als Inhibi­
toren fungierten und die Ä̂m-Werte für MgCl2 von
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Hin- und Rückreaktion deutlich verschieden sind, 
lag die Vermutung nahe, daß die Hemmung der 
Rückreaktion durch ATP teilweise auf einer Chelie- 
rung des für die Reaktion essentiellen Mg2+-Ions be­
ruhte. Eine genauere Analyse zeigte, daß die Hemm­
wirkung des Na-Citrats (2,5 mM) durch Erhöhung 
der Mg2+-Konzentration von 1,25 auf 10 mM voll­
ständig aufgehoben wurde. Entsprechendes gilt für 
die Hemmung durch PP und ATP. Die mit 1 mM 
des jeweiligen Inhibitors erzielte Hemmwirkung (in 
beiden Fällen ca. 80% in Reaktionsgemischen mit
1,5 mM FBP; 5 mM K-Phosphat und 1,0 mM MgCl2) 
wurde durch Erhöhung der MgCl2-Konzentration 
von 1 auf 10 mM nahezu vollständig aufgehoben. 
Demgegenüber war die relativ schwache Hemmung 
der Rückreaktion durch AMP und ADP weitgehend 
unabhängig von der MgCl2-Konzentration. Die Rück­
reaktion wurde außer durch PP und die Adenylate 
auch durch G-6-P und PEP gehemmt. Die Zucker­
phosphate F -l-P  und G -l-P aktivierten die Rück­
reaktion geringfügig.

Kinetische Eigenschaften der PP-abhängigen Fruc- 
tose-6-phosphat-Phosphotransferase

Die Sättigungskurven des Enzyms für die Sub­
strate der Hin- und Rückreaktion sind sämtlich 
hyperbolisch. Werden die bei verschiedenen Kon­
zentrationen des ersten Substrates als Funktion der 
Konzentration des zweiten Substrates gemessenen 
Reaktionsraten in doppelt reziproker Form nach 
Cleland [18] aufgetragen, erhält man für Hin- und 
Rückreaktion jeweils eine Schar von Geraden, die 
sich in einem Punkt schneiden (Abb. 2). Dieser Be­

fund schließt einen Ping-Pong-Mechanismus, d. h. 
die Bildung eines phosphorylierten Enzym-Zwischen­
produktes, aus. Aus den Diagrammen ergeben sich 
die folgenden Michaelis-Menten-Konstanten (Ä̂ m): 
0,38 mM (F-6-P), 0,025 mM (PP); 0,02 mM (FBP);
0,82 mM (Pa). Die Hemmung der Hinreaktion durch 
die Adenylate wurde genauer analysiert. Trägt man 
für den Fall der ADP-Hemmung die in Reaktionsge­
mischen mit verschiedenen F-6-P/ADP-Relationen 
gemessenen Daten in doppelt reziproker Form ( \/v 
= /[l /F -6 -P ])  bzw. im Dixon-Diagramm ( l/v  = 
/[AD P]) auf, so erhält man Geraden, die sich in 
einem Punkt schneiden (Abb. 3). ADP verhält sich 
also in Bezug auf F-6-P wie ein kompetitiver Inhibi­
tor. Weitere Messungen zeigten, daß die Hemmung 
durch ADP unabhängig von der PP-Konzentration 
ist. Für den Standardtestansatz mit 50 mM Imidazol- 
HCl-Puffer, pH 7,2, mit 1 mM PP und 2,5 mM MgCl2 
ergibt sich aus dem Dixon-Diagramm (Abb. 3) ein 
A ĵ-Wert für ADP von 0,18 mM. In ähnlicher Weise, 
aber schwächer, wirken IDP und GDP auf das 
Enzym. UDP hat keinen Effekt.

AMP ist ein wesentlich stärkerer Inhibitor als 
ADP. Im Standardtestansatz mit 1 mM F-6-P, 1 mM 
PPa und 5 mM MgCl2 bewirkt 0,05 mM AMP schon 
eine nahezu vollständige Hemmung des Enzyms.

Mißt man (PP-Konzentration jeweils 1 mM) bei 
verschiedenen F-6-P-Konzentrationendie Reaktions­
rate v als Funktion der AMP-Konzentration und 
trägt die Reaktionsraten in reziproker Form gegen 
die Inhibitor-Konzentration auf, so erhält man keine 
Geraden, sondern mehr oder weniger stark aufwärts 
gekrümmte Parabel-ähnliche Kurven. Extrapolation 
der linearen Abschnitte dieser Kurven (für F-6-P-

Abb. 2. Lineweaver-Burk-Diagramme der 
Substratsättigungskurven der PP-abhängigen 
F-6-P-Phosphotransferase aus R. rubrum Sl. 
Die Reaktionsraten wurden in 50 m M  Imida- 
zol-HCl-Puffer (pH 7,2 für die Hinreaktion 
[A, B]; pH 8,6 für die Rückreaktion [C, D]) in 
Gegenwart von 5 m M  MgCl2 und den in den 
Teilabbildungen angegebenen Substratkon­
zentrationen gemessen. A: PP-Konzentratio- 
nen 0,025; 0,05 und 0,5 m M . B: F-6-P-Kon- 
zentrationen 0,1; 0,5; 1,0 und 5,0 m M . C: Pa- 
Konzentrationen 0,05; 0,5; 1,0 und 5,0 m M . D: 
FBP-Konzentrationen 0,025; 0,5; 2,5 und 
5,0 m M . Konzentrationen jeweils in Pfeilrich­
tung zunehmend. Konzentrationsangaben der 
variablen Substrate in m M . Reaktionsraten in 
nmol/min • mg Protein.
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Abb. 3. Hemmung der PP-abhängigen F-6-P-Phospho- 
transferase aus R. rubrum S1 durch ADP. Die Reaktionsra­
ten (Hinreaktion) wurden in Gemischen mit 50 m M  Imida- 
zol-HCl-Puffer (pH 7,2); 1 m M  Na4PP; 2,5 m M  MgCl2 und 
den in den Teilabbildungen angegebenen Substrat- bzw. 
Inhibitor-Konzentrationen gemessen. A: Lineweaver-Burk- 
Diagramm. F-6-P als variables Substrat (Konzentration in 
m M ). ADP-Konzentrationen (in m M ) bei den einzelnen Ge­
raden angegeben. B: Dixon-Diagramm (l/v =/[ADP]). 
Die Zahlenangaben an den Geraden bezeichnen die F-6-P- 
Konzentrationen (m M ). Reaktionsraten in |imol • mg Pro­
tein.

Konzentrationen von 0,5 bis 5 mM) ergibt aber einen 
gemeinsamen Schnittpunkt, der einen Ä^-Wert von 
17 |iM anzeigt. Im Gegensatz zu ADP hat AMP auch 
einen Einfluß auf die Kooperativität der F-6-P-Sätti- 
gungskurve. Die normalerweise hyperbolische F-6- 
P-Sättigungskurve wird durch AMP in eine sigmoide 
Sättigungskurve mit Hill-Koeffizienten von = 1>2 
(0,025 mM AMP) bis nu = 2,5 (0,05 mM AMP) über­
führt (Abb. 4). CMP, IMP und UMP haben einen 
wesentlich schwächeren Hemmeffekt als AMP (bei 
gleicher Inhibitorkonzentration ca. 10% der AMP- 
Wirkung) und verändern den Hill-Koeffizienten der 
F-6-P-Sättigungskurve nicht. Hill-Koeffizient («h=1) 
und So^-Wert der PP-Sättigungskurve des Enzyms 
werden durch AMP nicht beeinflußt.

Vorkommen der PP-abhängigen F-6-P-Phosphotrans­
ferase in anderen Rhodospirillaceae-Stämmen

Die spezifischen Aktivitäten der 1-Phosphofructo- 
kinase (EC 2.7.1.56), der 6-Phosphofructokinase 
(EC 2.7.1.11), der alkalischen Fructose- 1,6-bisphos- 
phatase (FBPase, EC 3.1.3.11) und der PP-abhängi- 
gen F-6-P-Phosphotransferase wurden in Rohextrak­
ten aus photosynthetisch mit D,L-Malat bzw. D-Fruc- 
tose gewachsenen Zellen von 6 weiteren Rhodospiril- 
laceen-Stämmen (R. rubrum  DSM 50914, Rps. cap­
sulata Kbl, Rps. sphaeroides DSM 158, Rps. gela­
tinosa DSM 2150, Rps. palustris 1 a 1 und Rps. viridis 
DSM 170) gemessen (Tab. V). Die PP-abhängige F-6- 
P-Phosphotransferase konnte -  außer in dem zweiten 
R. rubrum-Stamm — nur in Rps. gelatinosa nachge­
wiesen werden. 1-Phosphofructokinase-Aktivitäten

Abb. 4. Effekt von AMP auf die F-6-P-Sät- 
tigungskurve der PP-abhängigen F-6-P-Phos- 
photransferase aus R. rubrum S l. Die Reak­
tionsraten wurden in Gemischen mit 50 m M  
Imidazol-HCl-PufTer (pH 7,2); 5 m M  MgCl2;
1 m M  Na4PP; 2,3 ng Enzym und den in der 
Abbildung angegebenen F-6-P- und AMP- 
Konzentrationen gemessen. O, ohne AMP; □, 
+ 0,025 m M  AMP; A, + 0,05 m M  AMP. A: 
Reaktionsraten v als Funktion der F-6-P- 
Konzentration. B: Hill-Diagramm der Daten 
aus A.
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Tab. V. Spezifische Aktivitäten einiger Enzyme des Intermediärstoffwechsels in Rohextrakten verschiedener Rhodospiril- 
laceen-Arten nach phototropher Anzucht mit Fructose bzw. Malat.

Enzym Spezifische Aktivität [mE/mg Protein]

Rps. caps. Kbl Rps. sphaer. 
DSM 158

Rps. gel. 
DSM 2150

Rps. pal. a 
lal

Rps. viridis3 
DSM 170

R. rubrum 
DSM 50914

Fruct. Malat Fruct. Malat Fruct. Malat Malat Fruct.

1 -Phosphofructokinase 312 34 329 30 n. n.b n. n. n. n. 56
6 -Phosphofructokinase 6 3 50 24 6 n. n. n. n. 10

PP-abhängige F-6 -P-
Phosphotransferase
(Hinreaktion)

n. n. n. n. n. n. n. n. 175 n. n. n. n. 510

FBPase 377 169 35 66 125 10 55 12

a Rps. palustris lal und Rps. viridis DSM 170 wachsen nicht mit D-Fructose als C-Quelle. 
b n. n. = nicht nachweisbar.

konnten in R. rubrum, Rps. capsulata, Rps. sphaeroi­
des und Rps. gelatinosa gemessen werden. Offenbar 
kommen Phosphofructokinasen (ATP- oder PP-ab- 
hängig) nur in solchen Stämmen bzw. Species vor, 
welche Hexosen (in diesem Falle D-Fructose) unter 
photosynthetischen Bedingungen als C-Quelle ver­
werten können.

Diskussion

Pyrophosphat-abhängige Fructose-6-phosphat- 
Phosphotransferasen wurden bisher erst in vier Mi- 
kroorganismen-Arten nachgewiesen, in Entamoeba 
histolytica [9], Propionibacterium shermanii [19], 
Rhodospirillum rubrum und Rhodopseudomonas gela­
tinosa. In Propionibakterien und der pathogenen 
Amoebe übernimmt das Enzym offenbar die Funk­
tion der fehlenden (oder zumindest nur in sehr ge­
ringer Aktivität vorhandenen) ATP-abhängigen 6- 
Phosphofructokinase im Zuge der Glykolyse und 
trägt damit zur Konservierung der Phosphoanhydrid- 
energie des Pyrophosphats im Intermediärstoff­
wechsel bei (vgl. ref. [1]).

Die Rolle der PP-abhängigen F-6-P-Phosphotrans- 
ferase im Stoffwechsel von R. rubrum oder Rps. 
gelatinosa ist demgegenüber unklar. Eine Funktion 
analog der „klassischen“ Phosphofructokinase im 
Zuge der Photoassimilation oder der Dunkelfermen­
tation von D-Fructose ist aufgrund der außerordent­
lich starken Hemmung der Hinreaktion durch AMP 
unwahrscheinlich. Außerdem wird D-Fructose mit­
tels des PEP-Fructose-Phosphotransferase-Systems 
als F -l-P  in die Zellen eingeschleust [20] und dann

höchstwahrscheinlich mittels der durch D-Fructose in­
duzierbaren 1-Phosphofructokinase zu Fructose-1,6- 
bisphosphat phosphoryliert. Auch wenn der deutlich 
erhöhte Enzymtiter nach Adaptation von R. rubrum 
an eine Dunkelfermentation von D-Fructose eine 
glykolytische Funktion der PP-abhängigen F-6-P- 
Phosphotransferase nahelegt, spricht doch das Regu­
lationsmuster (Hemmung durch AMP) dagegen, zu­
mal bisher auch kein Effektor gefunden wurde, 
welcher die Hemmung durch AMP kompensiert.

Bei der Diskussion einer möglichen Rolle des 
Enzyms im Stoffwechsel sind zweifellos die „regula­
torischen“ Hemmwirkungen der Adenylate von Be­
deutung. Interessanterweise unterscheidet sich der 
Mechanismus der AMP-Hemmung deutlich von 
demjenigen der ADP-Hemmung. Aufgrund des in 
Bezug auf F-6-P gemischten Hemmtypus ist anzu­
nehmen, daß ADP -  evtl. durch Konkurrenz mit PP 
um das Mg2+ — die Bindung des F-6-P an das 
Enzym beeinträchtigt. Bei hohen F-6-P-Konzentra- 
tionen bleibt die Hemmung aus. Demgegenüber ver­
ringert AMP drastisch die maximale Reaktionsrate 
und induziert Kooperativität in der F-6-P-Sättigungs- 
kurve. Es ist nicht auszuschließen, daß diese an allo­
sterische Wechselwirkungen erinnernden Effekte mit 
Änderungen im Molekulargewicht des Enzyms ein­
hergehen (vgl. Abschnitt Molekulargewichtsbestim­
mung).

Physiologisch von Bedeutung ist sicherlich die 
Tatsache, daß die Rückreaktion wesentlich weniger 
empfindlich gegenüber AMP ist als die Hinreaktion. 
Hin- und Rückreaktion unterscheiden sich auch 
deutlich in ihrem Mg2+-Bedarf. Halbsättigung der



238 C. Pfleiderer u. J.-H. Klemme • Pyrophosphat-abhängige D-Fructose-6-phosphat Phosphotransferase

Hinreaktion (mit 1 m M  PP und 2,5 m M  F-6-P) wird 
schon mit 0,1 m M , Halbsättigung der Rückreaktion 
(mit 5 m M  Pa und 1,5 m M  FBP) erst mit 0,5 m M  

MgCl2 erzielt. Ähnliche Daten wurden für die PP- 
abhängige Phosphofructokinase aus Entamoeba hi­
stolytica [21] ermittelt. Aufgrund dieser unterschied­
lichen Âm-Werte für Mg2+ hemmen Metall-chelie- 
rende Substanzen wie ATP, PP und Citrat bei limi­
tierender MgCl2-Konzentration (<  1 m M )  die Rück­
reaktion in weitaus stärkerem Maße als die Hinreak­
tion. Inwieweit diesen durch Chelatbildung beding­
ten Hemmeffekten eine Rolle in vivo zukommt, ist 
schwer abzuschätzen.

Abschließend muß festgestellt werden, daß auf­
grund der regulatorischen Eigenschaften eine Rolle 
der PP-abhängigen F-6-P-Phosphotransferase im 
Zuge der Glykolyse bzw. der D-Fructose-Photoassi- 
milation unwahrscheinlich ist. Demzufolge hätte das 
Enzym im Intermediärstoffwechsel die Funktion

einer Phosphat-abhängigen Fructose-1,6-bisphos- 
phatase. Es ist sicherlich kein Zufall, daß dieses 
ungewöhnliche Enzym gerade in solchen Rhodo- 
spirillaceen-Arten (R. rubrum und Rps. gelatinosa) 
nachgewiesen werden kann, die eine im allosteri­
schen Sinne regulierte anorganische PPase enthalten 
[22], In diesen Bakterien-Arten scheint die Regula­
tion des PP-Pools durch ein komplexes Wechselspiel 
zwischen Biosynthese-Reaktionen, anorganischer 
PPase und PP-abhängigen Phosphotransferasen 
(PEP-Carboxytransphosphorylase; Pyruvat, Phos­
phat Dikinase sowie PP-abhängige F-6-P-Phospho- 
transferase) zu erfolgen.
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