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sind, undalleAngabendie aufmündlichenAuskünftenberuhen, sind als solchekenntlich gemacht.
Bei den vonmir durchgeführten und in der Dissertation erwähnten Untersuchungen habe ich die
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Zusammenfassung

DerWeißfäulepilz Pleurotus sapidus (PSA) sekretiert zahlreiche Enzyme, darunter ligninolytische
RedoxenzymeundHydrolasen. ImRahmendieserArbeitwurdendie codierendenDNA-Sequenzen
einer Arylalkoholoxidase (AAO), einer Peroxidase vom DyP-Typ (DyP) und einer GDS(L)-Lipase
aus dem Sekretom von PSA mit Hilfe von cDNA-Bibliotheken kloniert und sequenziert.
Die Arylalkoholoxidase wurde heterolog in E. coli exprimiert. Da das Enzym hauptsächlich in
inclusion bodies abgelagert wurde, wurden mehrere Strategien angewandt, um aktives Enzym
direkt in löslicher Form oder durch Rückfaltung aus den inclusion bodies zu gewinnen.
Die Fusion mit dem löslichkeitsfördernden Maltose-Bindeprotein führte bei der Expression zu
geringenMengen löslichem, aber dennoch inaktivem Protein. Durch die Koexpression der Arylal-
koholoxidase mit Chaperonen bei niedrigen Temperaturen wurden geringe Mengen des Proteins
funktionell produziert. Mit den untersuchten Expressionssystemenwurden keine ausreichenden
Mengen lösliche, aktive AAO gewonnen. Daher wurde das Enzym schließlich aus inclusion
bodies durch Denaturierung gewonnen und mittels Af initätschromatographie gereinigt. Das
solubilisierte Enzymwurde in vitro durch blitzartige Verdünnung ( lash dilution) in Rückfaltungs-
puffer renaturiert. Dabei wurden Aktivitätsausbeuten von ~190UL−1 erzielt. Die rückgefaltete,
gereinigte AAO (AAO*) wurde biochemisch charakterisiert sowie pH- und Temperatur-Optima
bestimmt. Daneben wurden die kinetischen Parameter (Km und kcat) sowie die katalytische
Ef izienz (kcat/Km) für verschiedene Substrate (Benzyl-, p-Anis-, Veratryl- und Zimtalkohol)
bestimmt.
Im Rahmen dieser Arbeit wurde erstmalig eine DyP-Typ Peroxidase aus einer Pleurotus-Art hete-
rolog expimiert. Die rekombinante Produktion erfolgte durch die Firma ABEnzymes in Tricho-
derma reesei. Für die Reinigung der DyP aus dem Kulturüberstand wurde eine FPLC-Methode
etabliert. Das gereinigte Enzym wurde biochemisch charakterisiert und dessen kinetische Para-
meter für verschiedene Substrate bestimmt. Die rPsaDyP besitzt ein N-terminales Signalpeptid
mit einer Länge von 62 Aminosäuren, das reife Enzym besteht somit aus 453 Aminosäuren.
Das Enzym hat – vergleichbar zu anderen Peroxidasen dieser Familie – ein pH-Optimum im
sauren Bereich und ist bei diesen Bedingungen über mehrere Stunden stabil. Der pI ist jedoch
außergewöhnlich hoch und liegt im neutralen Bereich. Die rPsaDyP wird abhängig vom Substrat
durch Wasserstoffperoxid bei vergleichsweise niedrigen Konzentrationen inhibiert. Die Analyse
mittels Blue Native PAGE und Aktivitätsfärbung mit ABTS zeigte, ebenso wie die Gel iltrations-
chromatographie, dass das aktive Enzym als Dimer (115 kDa) vorliegt. Die Untersuchung des
Substratspektrums zeigte, dass das rekombinant produzierte Enzym neben einigen klassischen
Peroxidase-Substraten auch natürliche Xanthophyllfarbstoffe abbaut. β-Carotin wurde durch die
rPsaDyP in An- und Abwesenheit vonH2O2 abgebaut, wobei die Enzymaktivität durch den Zusatz
von H2O2 gesteigert wurde. Dies deutet darauf hin, dass die rPsaDyP neben der Peroxidase
auch eine Oxidasefunktion besitzt. Die rPsaDyP kann aufgrund ihrer hohen Af inität zu dem



Anthrachinonfarbstoff RB5, einem charakteristischen Substrat der DyP-Typ Peroxidasen, auch
funktionell diesen Peroxidasen zugeordnet werden.
Aus den biochemischen und kinetischen Charakteristika der rekombinanten Arylalkoholoxi-
dase und der rPsaDyP wurden Bedingungen für den Einsatz beider Enzyme in einem Sys-
tem abgeleitet. Die beiden Enzyme wurden kinetisch aufeinander abgestimmt und ein Zwei-
Enzym-System etabliert. Dabei wurde das von der Arylalkoholoxidase bei der Oxidation von
Veratrylalkohol zu Veratrumaldehyd produzierte H2O2 von der Peroxidase verbraucht. Die
untersuchten Modell-Verbindungen wurden im Zwei-Enzym-System ef izient umgesetzt. Der
Einsatz des Zwei-Enzym-Systems im Labormaßstab zur Oxidation von Ligninkomponenten
(2,6-Dimethoxyphenol) und zur Bleichung von mit Annatto gefärbter Molke verlief erfolgreich.
Die in Trichoderma reesei exprimierte GDS(L)-Lipase (in Kooperation mit ABEnzymes) aus
dem Sekretom von Pleurotus sapidus zeigt nur sehr geringe Homologien zu bereits charak-
terisierten Lipasen/Esterasen. Die katalytischen Eigenschaften des Enzyms wurden bestimmt
und die Substratspezi ität des Enzyms in Abhängigkeit von der Acyl-Kettenlänge verschiedener
p-Nitrophenylester ermittelt. Aufgrund der höheren Aktivität gegenüber Substratenmit längeren
Acyl-Ketten kann das Enzym funktionell den Lipasen zugeordnet werden. Untersuchungen der
Hydrolyse von Ferulasäuremethylester und Ferulasäureestern von Polysacchariden zeigten eine
geringe Umsetzung dieser Substrate. Daher ist die Art der Beteiligung dieser sekretierten Lipase
am Abbau von Lignocellulosen noch unklar.
Eine Esterase aus demSekretomvonPleurotus sapiduswurde inHansenula polymorphaheterolog
in unlöslicher Form exprimiert. Durch denaturierende Solubilisierung und Rückfaltung wurde
kein aktives Enzym gewonnen.



Abstract

The basidiomycete Pleurotus sapidus (PSA) secretes numerous enzymes, comprising ligninolytic
redox enzymes and various types of hydrolases. The coding DNA sequences of an aryl-alcohol
oxidase (AAO), a dyp-type peroxidase (DyP) and a GDSL-like lipase from the secretome of PSA
were cloned from cDNA libraries and sequenced.
Heterologous expression of the aryl-alcohol oxidase in E. coli led to a high level production
of recombinant protein mainly in inclusion bodies. Several strategies were used to obtain the
protein in a soluble, biologically active form directly or by refolding from inclusion bodies. The
expression as fusion protein with maltose-binding protein (MBP), which promotes solubility,
resulted in small amounts of soluble, but inactive protein. By coexpression with chaperones at
low temperatures small amounts of protein were functionally expressed. Due to the low yield
of active protein, the enzyme was extracted from inclusion bodies by denaturation and puri ied
by af inity chromatography. Functional AAO (AAO*) was prepared by refolding of the solubilized
enzyme in vitro by lush dilution in refolding buffer. An activity yield up to 190UL−1was obtained.
The AAO* was characterized and the kinetic constants for different substrates were determined.
For the irst time, a dyp type peroxidase from a Pleurotus species was expressed heterologously.
The enzyme was recombinantly produced in Trichoderma reesei by the company ABEnzymes.
A method for puri ication of the rPsaDyP from culture supernatant of Trichoderma reesei was
established. The enzyme was biochemically characterized and the kinetic parameters were
determined. The rPsaDyP has an N-terminal signal peptide with a length of 62 amino acids. The
mature enzyme is thus composed of 453 amino acids. The enzyme was comparable to other
peroxidases of this family, relating to optimum pH in the acidic range and the stability at these
conditions. However, the pI is exceptionally high. The enzyme is inhibited byhydrogenperoxide at
relatively low concentrations, depending on the substrate used. Analysis by Blue Native PAGE and
activity staining with ABTS, as well as gel iltration chromatography, showed the native dimeric
state of the enzyme (115 kDa). Analysis of the substrate range revealed that the recombinant
enzyme degrades, in addition to some classic peroxidase substrates, also natural xanthophylls.
β-carotene was degraded in the presence and absence of H2O2 by the rPsaDyP, although the
enzyme activity was increased by the addition of H2O2. This indicates that the rPsaDyP has an
oxidase function in addition to a peroxidase activity. Considering the high af inity to the speci ic
substrate – the anthraquinone dye RB5 – the rPsaDyP belongs also functionally to the dyp-type
peroxidase family.
Based on the biochemical and kinetic characteristics of the recombinant aryl-alcohol oxidase and
the rPsaDyP, conditions for the application of both enzymes in one system were derived. The
two enzymes were kinetically adjusted to each other and a two-enzyme system was established.
Here, the H2O2 produced by the AAO by oxidation of veratryl alcohol to veratraldehyde was
used by the peroxidase, and the investigated model compounds were ef iciently transformed
in the two-enzyme system. The two-enzyme system was successfully used on laboratory scale



for the oxidation of lignocellulosic compounds (2,6-Dimethoxyphenole) and bleaching of annatto
coloured whey.
The GDSL-like lipase from the secretome of Pleurotus sapidus expressed in Trichoderma reesei
(in cooperation with ABEnzymes) shows only weak homologies to previously characterized
lipases/esterases. The catalytic properties and the substrate speci icity of the enzyme, depending
on the acyl chain length of various p-nitrophenyl esters have been determined. Given the higher
activity towards longer acyl chains, the enzyme belongs to the lipases. Studies of the hydrolysis
of methyl ferulate and feruloylated carbohydrates showed a low conversion of these substrates.
Consequently, the role of the secreted lipase in the degradation of lignocellulose is still unclear.
Anesterase fromthe secretomeofPleurotus sapiduswasexpressed inHansenula polymorphahete-
rologously in an insoluble form. Enzymatic activitywas not obtained by denaturing solubilisation
and refolding.
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cDNA komplementäre DNA
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Einleitung

1 Einleitung

Die Bevölkerung der Erde wird bis zum Jahr 2025 um ~20% auf etwa acht Milliarden Menschen
anwachsen (Di Rossetti Valdalbero 2009). Dieses Wachstum und die Entwicklung der Industrie-
und Schwellenländer führen zu einem zunehmenden Energie- und Rohstof bedarf (Keim 2010).
Von zentraler Bedeutung sind dabei fossile Rohstoffe, da sie als Ausgangsstoff für viele Industrien
und den Energiesektor dienen. Allerdings sind die Vorräte dieser Rohstoffe endlich und es kann
nicht exakt vorhersagt werden, zu welchem Zeitpunkt sie aufgebraucht sein werden (Sha iee
und Topal 2009). Außerdem forciert die Verwendung fossiler Energieträger langfristig den
Klimawandel (Grubb 2001). Daher hat die Etablierung einer Wirtschaft auf Basis von Biomasse
das Potential, ein nachhaltiges System mit Energie- und Rohstoffsicherheit zu bilden (Gerngross
und Slater 2000).

1.1 Biotechnologie

Wichtige Faktoren, die die Verwendung von Biomasse in der chemischen Industrie attraktiv
machen, sind neben der Verknappung von Rohstoffen vor allem bedeutende Fortschritte bei
biotechnologischen Verfahren (Haas und Skerra 2008). Die moderne industrielle Biotechnologie
– auch weiße Biotechnologie genannt – umfasst die Herstellung einer Vielzahl unterschiedlicher
chemischer Produkte mit Hilfe von lebenden Zellen und Enzymen (Biokatalysatoren) und
bietet alternative Syntheseverfahren zu petrochemischen Prozessen (Frazzetto 2003). Dabei
ermöglichen Enzym basierte Prozesse neue Reaktionswege sowie Produkte und bieten enorme
Chancen für die Industrie. Der Bedarf an neuen Enzymen für die Biotechnologie wächst daher
schnell und stetig (Liese et al. 2006, Mendonça Maciel et al. 2010).
Obwohl die Biotechnologie sehr jung scheint, ist sie keine neue Wissenschaft. Die ersten bio-
technologischen Verfahren nutzten unbewusst Mikroorganismen bzw. biologische Prozesse.
Alkoholische Getränke, die aus der spontanen Vergärung zuckerhaltiger Säfte entstanden, sind
wahrscheinlich die ältesten, seit 8000 Jahren bekannten biotechnischen Produkte (Ulber und
Soyez 2004). Die moderne Biotechnologie hingegen nutzt gezielt Methoden der Gentechnik wie
metabolisches Design oder Proteindesign (Gavrilescu und Chisti 2005) und wird heute bei der
Produktion und Verarbeitung vieler Lebensmittel eingesetzt. Aber auch bei der Produktion hoch-
wertiger Chemikalien, Enzyme, Vitamine, Wasch- und Reinigungsmittel, sowie Agrochemikalien
und in der Kosmetikindustrie wird sie verwendet (Oertel 2007).

1



Einleitung

Biotechnologische Verfahren haben gegenüber chemischen Verfahren vielfältige Vorteile: Sie
benötigen keine fossilen Rohstoffe, die Prozesse laufen oftmals unter milden, umweltschonende-
ren Bedingungen mit geringerem Energieverbrauch ab und die Menge an Schadstoffen und nicht
recycelbaren Abfallstoffen wird minimiert (Festel et al. 2004, Gavrilescu und Chisti 2005). So hat
die biobasierte industrielle Biotechnologie das Potential, erhebliche Mengen CO2 einzusparen
und negative Umweltein lüsse zu reduzieren (Bang et al. 2009). Die biotechnologische Nutzung
von Biomasse ist dabei von besonderem Interesse. Bis zum frühen 19. Jahrhundert waren
erneuerbare Rohstoffe die wichtigste Quelle für Energie und Werkstoffe, wurden dann aber
durch die günstigeren fossilen Rohstoffträger abgelöst. Heute wird Biomasse für die chemische
Industrie wieder wirtschaftlich attraktiver (Diercks et al. 2008, Elliott 2004).
Biomasse stammt aus erneuerbaren Quellen und bezeichnet die biologisch abbaubaren Teile
von Erzeugnissen und Abfällen der Land- und Forstwirtschaft, sowie die biologisch abbaubaren
Reststoffströme der Industrie und der kommunalen Abfälle (Heinimö und Junginger 2009). P lan-
zen bilden mit 2×1012 Tonnen den Hauptteil der Biomasse auf der Erde. Die nachwachsenden
Rohstoffe belaufen sich auf rund 1011 TonnenKohlenstoff pro Jahr (Narayan 2007). DenHauptteil
der Trockenmasse von P lanzen bildet die Zellwand, die hauptsächlich aus Lignocellulose besteht
(Kirk und Farrell 1987) und so eine nahezu unerschöp liche Quelle nachwachsender Rohstoffe
darstellt (Bouws et al. 2008, Sánchez 2009).
Lignocellulosen sind strukturell vielfältige Substanzen, deren Zusammensetzung je nach Her-
kunft der Biomasse variiert (Malherbe und Cloete 2002, McKendry 2002). Sie sind hauptsächlich
aus drei polymeren Komponenten aufgebaut: Cellulose und Hemicellulose, die aus verschiede-
nen Zuckern zusammengesetzt sind und Lignin, einem Polymer aus aromatischen Substanzen
(Higuchi 1997). Cellulose ist ein lineares, hochgeordnetes Polymer aus Cellobiose, das ungefähr
50% des Holzgewichtes ausmacht. Dagegen ist Lignin ein dreidimensionales Netzwerk aus
Phenylpropaneinheiten, den Monolignolen, die von den entsprechenden p-Hydroxyzimt-Alko-
holen abgeleitet sind: p-Cumaryl-, Coniferyl- und Sinapyl-Alkohole (Sarkanen und Ludwig 1971).
Der Abbau von Lignocellulose ist der zentrale Schritt des Kohlenstof kreislaufes an Land (Kirk
und Farrell 1987). Die biotechnologische Integration natürlicher Abbaumechanismen ist ent-
scheidend für die Realisierung nachhaltiger Bioraf ineriekonzepte. Dabei sollen Bioraf inerien
auf Basis einer nachhaltigen und umweltschonenden Nutzung von nachwachsenden Rohstoffen
schrittweise die petrochemischen Raf inerien ersetzen (Hasunuma et al. 2013). Wichtige Roh-
stoffquellen sind zum Beispiel Stroh, Zuckerrüben, Raps, Soja oder Mais (Roberto et al. 2003,
Sharma et al. 2004). Daraus werden über verschiedene Verfahren Präkursoren wie etwa Stärke,
Cellulose, Lignin, Fette oder Ole gewonnen.
In verschiedenen Bioraf ineriekonzeptenwerden durch enzymatische Spaltung aus Cellulose vor
allem Glucose und Cellobiose sowie aus Hemicellulose verschiedene Pentosen (v.a. Xylose) und
Hexosen gewonnen. Diesewerden entweder direkt für die Herstellung von Plattformchemikalien
oder für die Produktion von Biokraftstoffen weiterverwendet (Braun et al. 2006, Fu et al. 2010).
In anderen Bioraf ineriekonzepten wird Lignin oxidativ abgebaut und Monolignole für die
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Herstellung einer Vielzahl vonMakromolekülen undFeinchemikalien gewonnen (MenonundRao
2012). So indet Lignin Verwendung als Biowerkstoff in der Automobil- und Verpackungsindus-
trie sowie bei der Herstellung von Möbeln, Spielzeugen, Musikinstrumenten und Schuhen. Die
Firma Tecnaro GmbH produziert beispielsweise einenWerkstoff auf Ligninbasis, der thermoplas-
tisch formbar ist und mit etablierten Kunststoffverarbeitungsverfahren bearbeitet werden kann.
Dieser stellt eine Alternative zu herkömmlichen Kunststoffen dar und ist vollständig biologisch
abbaubar.
Viele Mikroorganismen sind in der Lage, Cellulose und Hemicellulose als Kohlenstoff- und
Energiequelle zu nutzen. Lignin hingegen ist chemisch inert und wegen seiner komplexen
Struktur vor dem Abbau durch die meisten Mikroorganismen geschützt. Zudem kann Lignin
nicht hydrolytisch gespalten werden, sondern wird durch einen oxidativen Angriff abgebaut
(Hofrichter 2001). Zu denwenigenOrganismen, die in der Lage sind Lignocellulosen enzymatisch
zu zersetzen oder zu modi izieren, gehören Asco- und Basidiomyceten. Daher sind sie in den
Fokus der Forschung gerückt (Eriksson et al. 1990).

1.2 Basidiomyceten

Beliebte Speisepilze wie der Kulturchampignon (Agaricus bisporus), der Austernseitling
(Pleurotus ostreatus) und der Shiitake-Pilz (Lentinula edodes) gehören zu den bekanntesten
Vertretern der Basidiomyceten (Onken 1998). Insgesamt gehören rund 31 500 Arten zu diesem
Phylum (Kirk et al. 2008). Als Saprophyten leben Basidiomyceten vom Um- und Abbau von
Lignocellulosen und besitzen dafür eine Vielfalt extrazellulärer Enzyme. Dazu gehören u.a.
zahlreiche Oxidoreduktasen sowie eine große Zahl hydrolytischer Enzyme (Bouws et al. 2008).
Häu ig sind diese extrazellulären Enzymeglykosyliert undbesitzen daher eine außergewöhnliche
Stabilität (Jacobs und Callewaert 2009). Dies befähigt Basidiomyceten, verschiedene Kohlenstoff-
und Stickstoffquellen zu nutzen. Daher können sie verschiedene ökologische Nischen, wie Holz,
Erde und organische Abfallprodukte besetzen (Bouws et al. 2008). Basidiomyceten, die die
Fähigkeit haben Holz und andere Lignocellulosen abzubauen, werden hauptsächlich nachmakro-
skopischen Aspekten in Weiß- und Braunfäulepilze klassi iziert (Schwarze et al. 2000, Zabel
undMorrell 1992). Braunfäulepilze bauen vorzugsweise den Polysaccharid-Anteil (Cellulose und
Hemicellulose) des Holzes ab und sekretieren nur eine geringe Menge an Lignin-abbauenden
Enzymen. Weißfäulepilze besitzen die Fähigkeit, Lignin, Hemicellulose und Cellulose abzubauen,
wobei häu ig eine Anreicherung der weißen Cellulose statt indet. Aufgrund der Fähigkeit der
Weißfäulepilze, Lignin wahlweise bevorzugt oder gleichzeitig mit der Hemicellulose und Cellu-
lose abzubauen, werden zwei Fäulnismuster beschrieben: Die selektive Deligni izierung, auch
sequenzieller Abbau genannt und die gleichzeitige Fäule (Pérez et al. 2002).
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Als ef izienter Verwerter von Lignocellulosen zeigte sich der Weißfäulepilz Pleurotus sapidus
(Abb. 1.1), ein naher Verwandter des Austernseitlings (P. ostreatus).

Abbildung 1.1: Furchtkörper von Pleurotus sapidus

Die Gesamtheit der sekretierten und an der Sekretion beteiligten Proteine eines Organismuswird
als

”
Sekretom“ bezeichnet (Tjalsma et al. 2000). Um das enorme Potential der sekretierten und

am Abbau der Lignocellulose beteiligten Enzyme für biotechnologische Anwendungen nutzbar
zu machen, wurde das Sekretom des Modellorganismus Pleurotus sapidus analysiert und das
extrazelluläre Enzymsystem qualitativ, quantitativ und zeitlich aufgelöst erfasst (Bouws et al.
2008, Schüttmann 2011, Zorn et al. 2005a). Die Charakterisierung erfolgte mittels zweidimen-
sionaler Gelelektrophorese als hochau lösender Trennmethode (Abb. 1.2) und anschließender
massenspektrometrischer Identi izierung der beteiligten Proteine.

170
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Abbildung 1.2: Analyse des Sekretoms von Pleurotus sapidus mi els 2D-Gelelektrophorese (verändert nach
Schü mann 2011)

Im Sekretom von Pleurotus sapidus wurden zahlreiche am Lignocelluloseaufschluss beteiligte
Enzyme identi iziert, darunter Cellulasen, Hemicellulasen, Peptidasen, Esterasen, Laccasen, Oxi-
dasen und insbesondere Peroxidasen (Zorn et al. 2005a). Die Zusammensetzung des Pilzsekre-
toms ist substrat- und zeitabhängig (Schüttmann 2011, Zorn et al. 2005a).
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Bereits in den 1980er Jahren wurden Ligninperoxidasen (LiP) und Manganperoxidasen (MnP)
entdeckt und als echte Ligninasen beschrieben (Glenn und Gold 1985, Guillén et al. 2005,
Renganathan undGold 1986). Inzwischenwurde eine dritte Art von ligninolytischen Peroxidasen
beschrieben, die als versatile

”
vielseitige“ Peroxidasen (VP) bezeichnet werden. Diese vereinen

die katalytischen Eigenschaften von LiP und MnP (Camarero et al. 1999, Rodrı́guez et al.
2004). Ein weiterer Peroxidase-Typ wurde erstmals bei der Kultivierung des Pilzes Bjerkandera
adusta beschrieben, der auf Grund seiner Eigenschaften als DyP (dye decolorizing peroxidases;
Farbstoff entfärbende Peroxidasen) bezeichnet wurde (Kim et al. 1995, Kim und Shoda 1999a).
Die DyP-Typ Peroxidasen zeigen keine Sequenzhomologien zu Lignin-, Mangan- und versatilen
Peroxidasen und bilden daher eine eigene Familie von Häm-Peroxidasen (Sugano et al. 2007).
Das für den Peroxidase-katalysierten Abbau von Lignocellulosen erforderliche Wasserstoffper-
oxid wird typischerweise durch Glyoxaloxidasen (Vares et al. 1995), Superoxiddismutasen
(Guillén et al. 1997) oder Arylalkoholoxidasen (Marzullo et al. 1995) produziert. Weiterhin
gibt es Hinweise für eine Beteiligung spezieller Esterasen am Holzabbau. Sie katalysieren die
Hydrolyse von Esterbindungen zwischen Zellwandpolymeren und aromatischen Säurederivaten
der Monolignole, beispielsweise hydrolysieren Feruloylesterasen die Esterbindungen zwischen
Arabinoxylan und Lignin (Mackenzie und Bilous 1988, Wong 2006).

1.3 Biotechnologische Nutzung von Basidiomyceten
Bei Biotransformationsreaktionen durch Basidiomyceten entstehen viele komplexe Sekundärme-
tabolite, an denen industrielles Interesse besteht, wie beispielsweise Aromastoffe oder pharma-
zeutischeWirkstoffe (Berger 2009, Erjavec et al. 2012). Durch ein geeignetes Kulturmedium bzw.
Substrat oderdie Supplementierungmit PräkursorenkanndieAusbeutedieserMetabolite erhöht
werden (Gröbe et al. 2011, Shen 2013, Vandamme und Soetaert 2002).
Aromen werden in Lebensmitteln, Kosmetika, Waschmitteln und pharmazeutischen Produkten
verwendet. Ein großer Teil der verwendeten Aromen wird durch chemische Synthese gewonnen,
da der stetig wachsende Bedarf nicht aus natürlichen Quellen gedeckt werden kann (Scragg
1997, Serra et al. 2005). Die große Nachfrage der Verbraucher nach

”
bio“ oder

”
natürlichen“

Inhaltsstoffen ist Triebkraft für die Entwicklung neuer biotechnologischer Prozesse für die
Herstellung von Aromen (Schrader 2007). Zahlreiche Neben- und Reststoffströme der Industrie
enthalten Lignocellulosen, die von Pilzen als Kohlenstoffquelle genutzt werden und gleichzeitig
als Substrate für die biotechnologische Produktion von Aromen dienen können. Ein Beispiel
hierfür ist die Gewinnung von Vanillin aus Ferulasäure (Lesage-Meessen et al. 2002, Priefert
et al. 2001). Durch die Biotransformation von carotinoidreichen Reststoffen können blumige
Aromastoffe, wie beispielsweise β-Ionon und β-Damascenon, gewonnen werden (Winterhalter
und Rouseff 2002, Zorn et al. 2003a, 2003b). Bei den so produzierten Aromastoffen handelt
es sich gemäß europäischer Verordnung (EG) Nr. 1334/2008 Art. 3 Abs. 2 lit. c um

”
natürliche“

Aromen, die eine größere Akzeptanz bei den Verbrauchern inden. Carotinoide werden auch als
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Lebensmittelzusatzstoffe und Nahrungsergänzungsmittel verwendet. Der Abbau von Carotino-
iden spielt bei der Bleichung von Lebensmitteln eine wichtige Rolle.
Weiterhin ist die Produktion von pharmazeutisch wirksamen Substanzen von großem bio-
technologischen Interesse. Bei Biotransformationsreaktionen durch Basidiomyceten wurden
Metabolite mit antibakteriellen, antikanzerogenen, antiviralen, antifungalen, antidiabetischen,
entzündungshemmenden, kardioprotektiven und anderen Wirkungen gefunden (Wasser und
Weis 1999, Xu et al. 2011). Beispielsweise wurde bereits 1951 das Antibiotikum Pleuromutilin
aus verschiedenen Pleurotus-Stämmen isoliert, das vorwiegend Aktivität gegen Gram-positive
Bakterien zeigt (Anchel 1952, Kavanagh et al. 1951). Für verschiedene, von Basidiomyceten
produzierte β-Glucane wird eine Vielzahl biologischer Effekte beschrieben (Rop et al. 2009).
In vielen Fällen ist jedoch wenig über den Zusammenhang zwischen Struktur und Wirkung
der bioaktiven Stoffe bekannt, und ihr pharmakologisches Potential ist noch nicht umfassend
erforscht (Wasser 2011).
Danebenwerdenhäu igBasidiomyceten als Enzymquelle verwendet (Bouws et al. 2008). Enzyme
katalysieren chemische Reaktionen mit hoher Regio- und Stereoselektivität und können so
Herstellungsprozesse vereinfachen, wirtschaftlich attraktiver machen und Ressourcen sparen
(Liese et al. 2006). Traditionell werden Enzyme in der Lebensmittel-, Futter-, Papier-, Leder-
und Textilindustrie sowie der Landwirtschaft eingesetzt (Godfrey undWest 1996). Viele Enzyme
sind kommerziell erhältlich, und eine große Zahl industrieller Anwendungen wurde bereits
beschrieben (Kirk et al. 2002). In der Zellstoff- und Papierindustrie werden bereits seit lan-
gem ligninolytische Enzyme aus Weißfäulepilzen für einen nachhaltigeren Produktionsprozess
verwendet (Mendonça Maciel et al. 2010, Scott und Akhtar 2005). Enzyme haben in der
Textilindustrie eine ähnliche Rolle: So werden Laccasen zum Bleichen oder Katalasen zum Ent-
fernen von Wasserstoffperoxid verwendet (Kirk et al. 2002). Verschiedene Peroxidasen werden
in biotechnologischen Prozessen zum Abbau von Xenobiotika, wie beispielsweise Pestiziden
(Davila-Vazquez et al. 2005) undpolycyclischen aromatischenKohlenwasserstoffen (Pickard et al.
1999) im Boden sowie von Farbstoffen in Abwässern, eingesetzt (Husain 2006, Rodrı́guez et al.
1999, Sugano et al. 2007). Weiterhin inden sie Anwendung in der Lebensmittelindustrie. So ist
die Peroxidase MsP1 aus Mycetinis scorodonius (Scheibner et al. 2008), die als

”
MaxiBright®“

vermarktet wird, in der Lage, gefärbte Molke aus der Käseherstellung zu bleichen. Das Enzym
ermöglicht somit ein alternatives Verfahren zum chemischen Bleichen (Szweda et al. 2013).
Die Industrie hat zunehmenddas Potential vonBiokatalysatoren für die Produktion hochwertiger
Chemikalien aus nachwachsendenRohstoffen erkannt (Thomas et al. 2002). Für einen ef izienten
enzymatischen Aufschluss von Lignocellulosen spielt die Verfügbarkeit geeigneter Enzymsys-
teme eine wichtige Rolle. Enzyme können dabei sowohl einzeln als auch in Mehrenzymsystemen
für Biotransformationsreaktionen verwendet werden, um Prozesse des natürlichen Kohlenstoff-
kreislaufes nachzubilden und nachwachsende Rohstoffe gezielt zu verwerten.
Die Gesamtmenge extrazellulärer Enzyme im Kulturüberstand von Basidiomyceten ist allerdings
für viele technische Applikationen zu gering. Die limitierte Verfügbarkeit führt zu hohen Preisen,
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wodurch die Entwicklung von Enzym basierten Prozessen gebremst wird. Daher werden die
meisten lignocellulolytischen Enzyme aus Basidiomyceten rekombinant hergestellt. Für die
rekombinante Produktion im großtechnischen Maßstab werden aufgrund der guten Kultivier-
barkeit und der großen Biosyntheseleistung vorzugsweise Mikroorganismen eingesetzt (Ruttloff
1994), wobei als Wirt bislang meistens Ascomyceten dienten (Ayala et al. 2008). So wurden
bereits verschiedene Peroxidasen aus Basidiomyceten in den Ascomyceten Aspergillus niger und
Pichia pastoris heterolog exprimiert (Conesa et al. 2002, Gu et al. 2003).

1.4 Zielsetzung

In vorangegangenen Arbeiten wurde Pleurotus sapidus auf Rapsstroh als Kohlenstoff- und
Energiequelle kultiviert und die Zusammensetzung des Sekretoms analysiert. Dabei wurden
verschiedene Enzyme identi iziert, die an der Umsetzung des Substrates beteiligt sind. Basie-
rend auf den ermittelten Peptidsequenzen sollten im Rahmen dieser Arbeit die codierenden
DNA-Sequenzen verschiedener neuer Enzyme aus dem Sekretom von Pleurotus sapidus kloniert
und sequenziert werden. Nach erfolgreicher Klonierung und Expression sollten die Enzyme
proteinbiochemisch charakterisiert werden.
Für diese Arbeit wurden drei Enzyme ausgewählt:

eine Arylalkoholoxidase,
eine DyP-Typ Peroxidase,
sowie eine GDS(L)-Lipase.

Die Arylalkoholoxidase sollte als Fusionsprotein heterolog in E. coli überexprimiert werden.
Dabei lag der Fokus auf der Produktion von löslichem, aktivem Enzym. Da die Expression
von Pilzenzymen in Prokaryoten häu ig zur Bildung inaktiver und unlöslicher Enzyme führt,
sollten verschiedene Strategien verfolgt werden, um lösliches, aktives Enzym direkt bzw. durch
Rückfaltung in vitro zu gewinnen.
Die heterologe Expression der Peroxidase vom DyP-Typ sowie der GDS(L)-Lipase erfolgte im
eukaryotischen Expressionswirt Trichoderma reesei. Die in Trichoderma reesei überexprimierte
rekombinante Peroxidase aus Pleurotus sapidus sollte gereinigt und anschließend die kinetischen
Konstanten bestimmt werden.
Für die rekombinante GDS(L)-Lipase sollte zunächst das Substratspektrum untersucht werden.
Insbesondere sollte überprüft werden, ob das Enzym aus dem Sekretom von Pleurotus sapidus
klassische Esterbindungen (wie Feruloylester) in p lanzlichen Zellwänden hydrolysieren kann
und auf diese Weise am Lignocelluloseabbau beteiligt ist.
Mit der rekombinanten Peroxidase und der rekombinanten Arylalkoholoxidase sollte ein
Zwei-Enzym-System entwickelt werden, bei demdie Enzyme so aufeinander abgestimmtwerden,
dass dasH2O2 alsNebenprodukt derAAO-vermitteltenReaktion als Cosubstrat für die Peroxidase
dient. Dabei sollte das Potential des Zwei-Enzym-Systems in einer Applikation gezeigt werden.
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2 Material und Methoden

2.1 Material

2.1.1 Geräte

Alle Arbeiten wurden mit der allgemein üblichen Laborausstattung durchgeführt. Des Weiteren
wurden folgende Geräte verwendet:

Tabelle 2.1: Verwendete Geräte

Gerät Modell Hersteller

Autoklav Laboklav 160 MSL SHP Steriltechnik, Magdeburg
Autoklav Laboklav 25 B SHP Steriltechnik
Blotdokumentationsanlage VersaDoc Imaging System

4000 MP
BioRad, München

Dispergiergerät T 25 digital Ultra-Turrax® IKA®-Werke GmbH & Co. KG, Staufen
Dispergierwerkzeug S 25 N - 18 G IKA®

Elektrophoresekammer, horizontal PerfectBlue™Mini S Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen
Elektrophoresekammer, horizontal PerfectBlue™Mini L Peqlab Biotechnologie GmbH
Elektrophoresekammer, vertikal PerfectBlue™Twin S Peqlab Biotechnologie GmbH
Elektrophoresekammer, vertikal Mini-Protean® Tetra System BioRad
Elektrophoresekammer, Wet Blot-
ting System

PerfectBlue™Tank-
ElektroblotterWeb™S

Peqlab Biotechnologie GmbH

FPLC BioLogic DuoFlow BioRad
FPLC-Fraktionssammler BioLogic BioFrac fraction

collector
BioRad

Gefriertrocknungsanlage Alpha 1-2 LD plus Martin Christ Gefriertrocknungsanlagen
GmbH, Osterode am Harz

Geldokumentation DeVision G Decon Science Tec, Hohengandern
HPLC L-6200 A Intelligent Pump Merck Hitachi, Darmstadt
HPLC-Detektor L-4200 UV-Vis Detektor Merck Hitachi
Inkubationsschüttler Ecotron Infors HT, Bottmingen CH
Inkubator IPP 5000 Memmert GmbH & Co. KG, Schwabach
Kühl-Thermo-Mixer MKR 13 HLC BioTech, Bovenden
Magnetrührer RH basic 2 IKA®

Mikroplattenleser Synergy™2 BioTek Germany, Friedrichshall
NanoPhotometer® Pearl Implen GmbH, München
PCR-Thermocycler Alpha SC Analytik Jena, Jena
PCR-Werkbank PCR-Workstation Peqlab Biotechnologie GmbH
pH-Meter SevenEasy pH Meter S 20 Mettler Toledo GmbH, Gießen
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(F )

Gerät Modell Hersteller

Power Supply EV262 Peqlab Biotechnologie GmbH
Power Supply EV231 Peqlab Biotechnologie GmbH
Reinstwassersystem arium 611VF Sartorius, Göttingen
Rotationsverdampfer Pumpe VP 2 autovac/Pump MD 10

VARIO
VWR International GmbH, Darmstadt

Rotationsverdampfer Vakuum-Con-
toller

CVC 3000 VWR

Scanner Bio-5000 Microtek SERVA Electrophoresis GmbH, Heidelberg
Spektralphotometer Specord 50 Analytik Jena
Sterilbank HERAsafe KS 18 Thermo Fisher Scienti ic, Dreieich
Taumelschüttler gyro rocker SSL3 Bibby Scienti ic Ltd, Staffordshire UK
Tischschüttler Orbitron Infors HT
Tischzentrifuge Allegra® X-15R Beckman Coulter GmbH, Krefeld
Tischzentrifuge Microfuge® 22R Beckman Coulter GmbH
Ultraschallgerät Soni ier B-12 Cell Disruptor Branson Ultrasonics Corporation,

Danbury, USA
Ultraschallsonde Soni ier Converter Modell L Branson Ultrasonics Corporation
Ultratie kühlschrank Forma 906 Thermo Fisher Scienti ic
Umwälzthermostat Minichiller® Peter Huber Kältemaschinenbau GmbH,

Offenburg
Waage BP 211 D Sartorius, Göttingen
Waage ALC 3100.2 Acculab sartorius group, Göttingen
Wasserbad HB 10 basic VWR
Zentrifuge J2-MC Beckman Coulter GmbH

2.1.2 Chemikalien

Die folgende Liste umfasst die verwendeten Chemikalien und Verbrauchsmaterialien; Substrate
und Standards sind gesondert aufgeführt.

Tabelle 2.2: Verwendete Chemikalien, Verbrauchsmaterialien und Lösungsmi el

Chemikalien Reinheit Hersteller

Acrylamid-Bisacrylamid-
Stammlösung, Rotiphorese®
Gel 40

40% in Wasser; 37,5:1 Roth, Karlsruhe

Agar-Agar Kobe I reinst AppliChem, Darmstadt
Agarose LE - Biozym Scienti ic GmbH, Hessisch

Oldendorf
4-(2-Aminoethyl)benzensulfonyl-
luorid (AEBSF)

>98% Roth

Aluminiumsulfat-Hydrat Roth
Ammoniumperoxodisulfat (APS) > 98%, p. a. Applichem
Ammoniumsulfat ≥ 99,5%, p.a. Roth
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(F )

Chemikalien Reinheit Hersteller

Ampicillin-Natriumsalz 99%, f.	d.	Molekularbiologie Roth
-(+)-Arabinose > 99%, f. d. Biochemie Roth
-Asparagin Monohydrat > 99%, reinst Applichem
Bacto™-Pepton Becton Dickinson GmbH, Heidelberg
Bradford-Reagenz, Roti-Nanoquant® 5x Konzentrat Roth
5-Brom-4-chlor-3-indoxyl-β- -
galactopyranosid (X-β-Gal)

> 99%, f. d. Biochemie Roth

Bromphenolblau, Natriumsalz f.	d.	Elektrophorese Roth
Calciumchlorid-Dihydrat > 99,5%, p. a. Applichem
Citronensäure > 99,5%, Ph.Eur. Roth
Chloramphenicol > 98,5%, f. d. Biochemie Roth
Coomassie Brillantblau G 250 reinst Applichem
Desoxycholsäure (Na-Salz) > 98%, f.	d.	Biochemie Roth
Desoxynucleosidtriphosphate
(dNTPs: dATP, dCTP,dGTP, dTTP)

> 98 %, lyophilisiert Roth

Dichlormethan ≥ 99,5% Roth
Dimethylsulfoxid (DMSO) ≥ 99,8%, p. a. Roth
Dithiotreitol (DTT) f.	d.	Molekularbiologie Applichem
Eisen(II)-sulfat-Heptahydrat > 99,5%, Ph. Eur. Roth
Eisen(III)-chlorid-Hexahydrat > 99%, p. a. Applichem
Essigsäure 100%, p.a Roth
Ethanol > 99,8%, m. MEK vergällt Schmidt Chemikalien, Dillenburg
Ethanol ≥ 99,5%, Ph. Eur. Roth
Ethidiumbromidlösung 1% (w/v) Roth
Ethylendiamintetraessigsäure,
Dinatriumsalz (EDTA)

> 99%, p. a. Applichem

Flavin-Adenin-Dinukleotid
Dinatriumsalz (FAD)

> 95%, f.	d.	Biochemie Roth

-(+)-Glucose-Monohydrat f. d. Mikrobiologie Roth
-Glutathion oxidiert ≥ 98%, p. a., f.	d.	Biochemie Roth
Glycerol > 98%, Ph. Eur. Roth
Glycin ≥ 99%, p. a. Roth
Guanidinium-Thiocyanat Roth
Gummi Arabikum Reagent grade Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim
Harnstoff ≥ 99,5%, p. a. Roth
Hefeextrakt reinst Fisher Scienti ic, Schwerte
HEPES Pufferqualität Applichem
Imidazol Pufferqualität NeoLab Migge Laborbedarf Vertrieb

GmbH, Heidelberg
Isopropanol ≥ 99,8%, p. a. Roth
Isopropyl-β- -thiogalactopyranosid
(IPTG)

> 99%, f. d.
Molekularbiologie

Roth

Kaliumchlorid 99-100,5%, Ph. Eur. Applichem
Kaliumdihydrogenphosphat ≥ 99,5%, p. a. Roth
Di-Kaliumhydrogenphosphat, p. a. Applichem
Kaliumhydroxid ≥ 85%, p. a. , in Plätzchen Applichem

10



Material und Methoden

(F )

Chemikalien Reinheit Hersteller

Kupfer(II)-sulfat-Pentahydrat > 99%, p. a. Applichem
Magnesiumchlorid-Hexahydrat reinst Applichem
Magnesiumsulfat-Heptahydrat mind. 99,5% Applichem
β-Mercaptoethanol 99%, p. a. Roth
Methanol 99,8%, HPLC Gradient Grade VWR
Milchpulver Blotting Grade Roth
3-Morpholinopropan-1-sulfonsäure
(MOPS)

f.d. Molekularbiologie Applichem

Natriumacetat wasserfrei, p. a. Applichem
Natriumazid > 99%, reinst Applichem
Natriumcarbonat ≥ 99%, wasserfrei Roth
Natriumchlorid 99-100%, Ph. Eur. Applichem
Natriumdodecylsulfat (SDS) Ph. Eur. Merck, Darmstadt
Natriumhydrogencarbonat ≥ 99,5%, p. a. Roth
Di-Natriumhydrogenphosphat-
Dihydrat

> 99,5%, p. a. Applichem

Natriumhydroxid > 99%, p. a. Roth
Ni-NTA Agarose Qiagen, Hilden
Natriumtartrat-Dihydrat > 99% Roth
Natriumsulfat ≥ 99%, p. a. Fisher Scienti ic
Di-Natriumtartrat-Dihydrat ≥ 99,5%, p.a. Roth
Natriumthiosulfat-Pentahydrat > 99%, Ph. Eur. Roth
Pepton f. d. Molekularbiologie Roth
Phosphorsäure ≥ 85%, reinst Roth
Polyethylenglykol 6000 (PEG 6000) f. d. Molekularbiologie Applichem
Rinderserumalbumin
Albumin Fraktion V (BSA)

> 98%, f. d. Mikrobiologie,
pulv.

Roth

Salzsäure > 25%, p. a. Roth
Schwefelsäure ≥ 95%, p. a. Roth
-Sorbitol > 98% Sigma

Tetracyclin-Hydrochlorid > 99,5%
N,N,N′,N′-Tetramethylethyldiamin
(TEMED)

> 99% Applichem

C,C,C-Tris(hydroxymethyl)-
aminomethan
(Tris-Base)

≥ 99,3%, buffer grade Roth

TRIS-Hydrochlorid ≥ 99% Roth
Triton® X-100 reinst Roth
Trypton f.	d.	Biochemie Applichem
Tween® 20 Ph. Eur. Roth
Tween® 80 Ph. Eur. Roth
-(+)-Weinsäure ≥ 99,5% Roth
Zink(II)-sulfat-Heptahydrat > 99,5%, p. a. Applichem
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2.1.3 Substrate

Tabelle 2.3: Substrate

Substrat Reinheit Hersteller

A

p-Anisalkohol 98% Sigma-Aldrich
Benzylalkohol >99%, p.a. Sigma-Aldrich
Coniferylalkohol 98% Sigma-Aldrich
Veratrylalkohol	(3,4-Dimethoxy-
benzylalkohol)

96% Sigma-Aldrich

Zimtalkohol 98% Sigma-Aldrich

D P-T P

2,2’-Azino-bis-(3-ethylbenzthioazolin-6-
sulfonsäure)-diammoniumsalz (ABTS)

f.d.	Biochemie AppliChem

1-(3,4-Dimethoxy-phenyl)-2-(2-methoxy-
phenoxy)-propan-1,3-diol (Adlerol)

ABCR Dr. Braunagel GmbH & Co
KG, Karlsruhe

Annatto
(wässrig-alkalischer Extrakt)

k.a Ruth GmbH & Co. KG, Bochum

β-Carotin ≥ 97,0%, purum Sigma-Aldrich
Bixin ≥ 90% Molekula, Gillingham (UK)
2,6-Dimethoxyphenol (DMP) ≥ 97% Sigma-Aldrich
Guajakol Laboratory Reagent Grade Fischer-Scienti ic, Schwerte
Mangan(II)-sulfat-Monohydrat p.a. Applichem
Reactive Black 5 (RBlack 5) Dye content 55% (w/w) Sigma-Aldrich
Reactive Blue 5 (RB 5)a Dye content 100% (w/w)
3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidin (TMB) ≥ 99% Molekula
Wasserstoffperoxid purum, p.a., ≥30% Sigma-Aldrich

L

5-O-transferuloyl- -Arabinofuranose (F-A)b
Ferulasäureethylester 98% Aldrich
Ferulasäuremethylester 99% Alfa Aesar
p-Nitrophenylacetat 98% Sigma-Aldrich
p-Nitrophenylbutyrat 98% Sigma-Aldrich
p-Nitrophenyloctanoat 98% Sigma-Aldrich
p-Nitrophenylpalmitat 98% Sigma-Aldrich
p-Nitrophenylvalerat 98% Sigma-Aldrich

avon Prof. Dr. Christiane Liers, IHI Zittau zur Verfügung gestellt
bvon Prof. Dr. Mirko Bunzel, KIT zur Verfügung gestellt
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2.1.4 Größenstandards

Als Größenstandard bei den Elektrophoresen verwendete Marker sind in Tabelle 2.4 aufgeführt.

Tabelle 2.4: Verwendete Größenstandardsa

DNA-Größenstandard Lieferant

100 bp DNA-Leiter, extended Roth
1 kbp DNA-Leiter Roth

Proteinstandards Lieferant

PageRuler™ Unstained Proteinladder Fermentas GmbH, St. Leon-Rot
PageRuler™ Pestained Proteinladder Fermentas GmbH
PageRuler™ Plus Prestained Proteinladder Fermentas GmbH
Prestained Protein Molecular Weight Marker Fermentas GmbH
SERVA Native Marker Liquid Mix SERVA Electrophoresis GmbH, Heidelberg
IEF Marker 3–10, Liquid Mix SERVA Electrophoresis GmbH

aAbbildungen der Standards be inden sich im Anhang (s. 7.3)

2.1.5 Kits

Die verwendetenKits sind in Tabelle 2.5 aufgelistet. Die Nutzung erfolgte nachHerstellerangaben.

Tabelle 2.5: Verwendete Kits

Kit Verwendung Hersteller

Immobilon Western Chemiluminescent
HRP Substrate

Western-Blot Merck Millipore

NucleoSpin Extract II DNA-Extraktion aus Agarose Macherey-Nagel, Düren
NucleoSpin Pant II Extraktion genomischer DNA Macherey-Nagel
NucleoSpin® Plasmid DNA Puri ication Plasmidisolierung Macherey-Nagel
Opti-4CN™ Substrate Kit Western-Blot BioRad
PEROXsay™ Assay Bestimmung der H2O2-Konzentration G-Biosciences, St. Louis

(USA)
pMAL Protein Fusion and Puri ication
System

herterologe Expression New England Biolabs,
Frankfurt am Main

Protino® Ni-TED Reinigung von Proteinen mit His-Tag Macherey-Nagel
RNeasy Plant Mini Kit RNA-Isolierung aus Myzel Qiagen
SERVAGel™N Native Starter Kit native PAGE SERVA Electrophoresis

GmbH
SERVAGel™ IEF Starter Kit IEF SERVA Electrophoresis

GmbH
SMART™PCR cDNA Library Construction
Kit

Erstellung von cDNA-Bibliotheken Clontech Laboratories Inc.,
Saint-Germain-en-Laye
(Frankreich)

TA-Cloning® Klonierung von PCR-Fragmenten Invitrogen, Darmstadt
Topo TA-Cloning® Kit Klonierung von PCR-Fragmenten Invitrogen

13



Material und Methoden

2.1.6 Enzyme

Die rekombinante Arylalkoholoxidase (AAO) aus Pleurotus sapidus stammte aus eigener Her-
stellung und wurde als Fusionsprotein in E. coli exprimiert. Zusätzlich wurde die codierende
Sequenz der Arylalkoholoxidase an die Firma ARTES Biotechnology GmbH (Langenfeld) weiter-
geleitet. Nach Anpassung der codon usage wurde Hansenula polymorpha RB11 mit dem Vektor
pFPMT121-H1-M-AAO-H6 transformiert und die AAO cytosolisch exprimiert. Anschließend wur-
den Gesamtzellextrakte sowie intrazelluläre lösliche Fraktionen präpariert und für Folgeexperi-
mente zur Verfügung gestellt. Von dieser Firma wurde daneben ein Hansenula polymorpha RB11-
Stamm zur Verfügung gestellt, der den Vektor pFPMT-mEPS-H6mit der codierenden Sequenz für
eine Esterase aus Pleurotus sapidus enthält.
Die codierendeSequenzderDyP-TypPeroxidase (PsaDyP)undeinerGDS(L)-Lipase ausPleurotus
sapidus wurde an die Firma AB Enzymes (Darmstadt) für die heterologe Expression in Tricho-
derma reesei weitergeleitet. Die enzymhaltigen Kulturüberstände wurden von dieser Firma zur
Verfügung gestellt.
Für molekularbiologische Arbeiten wurden verschiedene Enzyme von kommerziellen Quellen
bezogen und nach Herstellerangaben verwendet (Tab. 2.6, Tab. 2.7).

Tabelle 2.6: Verwendete kommerziell erhältliche Enzyme

Enzym Verwendung Lieferant

Adventage™2 LD-Polymerase-Mix cDNA-Synthese Clontech Laboratories, Inc.
Benzonase (25	U·mL-1) Zellaufschluss Merck
Factor Xa Abspaltung des MBP-Tag New England Biolabs
Hot Star HiFidelity-Polymerase Synthese von DNA Qiagen
Hot Star Taq-Polymerase Synthese von DNA Qiagen
Katalase AAO-Assay Sigma Aldrich
Lysozym (1	mg·mL-1) Zellaufschluss Applichem
PNGaseF Deglykosylierung New England Biolabs
SuperScript® II Reverse Transkriptase Einzelstrangsynthese Invitrogen
SuperScript® III Reverse Transkriptase Einzelstrangsynthese Invitrogen
T4 DNA Ligase Klonierung Invitrogen

Tabelle 2.7: Verwendete Restrik onsendonukleasen. Die jeweilige Schni stelle der Restrik onsenzyme
innerhalb der Erkennungssequenz wurde mit einem Pfeil gekennzeichnet

Enzym Hersteller Erkennungssequenz

Sal I Fermentas 5’…G↓TCGAC…3’
Xba I Fermentas 5’…T↓CTAGA…3’
FastDigest™BamH I Thermo Scienti ic 5’ …G↓GATCC…3’
FastDigest ™Nde I Thermo Scienti ic 5’ …CA↓TATG…3’
FastDigest ™ Sal I Thermo Scienti ic 5’ …G↓TCGAC…3’
FastDigest ™ Xho I Thermo Scienti ic 5’ …C↓TCGAG…3’
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2.1.7 Oligonukleo de

In Tabelle 2.8 sind die verwendeten Oligonukleotide aufgeführt. Die Eigenschaften der Primer
wurden mit PCR Primer Design und Oligo Property Scan überprüft (Tab. 2.12).

Tabelle 2.8: Verwendete Oligonukleo dprimer

Name Sequenz

K

AAO fwd1 5’-ATGTCGTTTAGTGCACTTCG-3’
AAO rev2 5’-ATCATATTGAATTGAAAGACTAC-3’
AAO-for-XbaI 5’-TCTTCTAGAATGTCGTTTAGTGCACTTCGTC-3’
AAO-rev-SalI 5’-CGAAGTCGACTACTGATCAGC-3’
AAO-for-NdeI 5’-CGCTCGATCATATGATGTCGTTTAGTGCACTTCG-3’
AAO-rev-XhoI 5’-CTCCTCGAGTCGACTACTGATCAGCC-3’
AAO_AD+for Ndel 5’-CGCTCGATCATATGTCGTTCAGCGCCTTGCGCC-3’
AAO_AD_rev-Xhol 5’-CTCCTCGAGTCGACTATTGATCC-3’
GDSL-Lip 1 for 5’-ATGCTCCGATCCTTTGTCG-3’
GDSL-Lip 1 rev 5’-TCAGCATGTTGTCAGCACC-3’
Lip-for-NdeI 5’-CATCATATGATGCTCCGATCCTTTGTCG-3’
Lip-rev-BamHI 5’-GGAGGATCCTCAGCATGTTGTCAGCACC-3’
DTP_for58 5’-ATGCGCTGGTGGACTACC-3’
DTP_rev54 5’-TTAAGCAGCGATTTTGTGC-3’

S

AAO-for-MBP 5‘-GTCAGACTGTCGATGAAGC-3‘
AAOrev-AAO 5‘-TAGATCAGCTCCTCGTTCG-3‘
T7-Promotor Primer 5’-TAATACGACTCACTATAGGG -3’
pCold-F Primer 5’-ACGCCATATCGCCGAAAGG-3’
pCold-R Primer 5’-GGCAGGGATCTTAGATTCTG-3’
GDSL-rev1 5’-TAGTCTGCGATCAGACCG-3’
M13 uni (-21) 5’-TGTAAAACGACGGCCAGT-3’
M13 rev (-29) 5’-CAGGAAACAGCTATGACC-3’
T7term 5’-CTAGTTATTGCTCAGCGGT-3’

ITS

ITS5 5’-GGAAGTAAAAGTCGTAACAAGG-3’
ITS4 5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’

cDNA

3’ SMART™CDS II A 5ʹ-AAGCAGTGGTATCAACGCAGAGTACT(30)VN-3ʹ (V = A/G/C)(N = A/G/C/T)
SMART II™A Oligonucleotide 5ʹ-AAGCAGTGGTATCAACGCAGAGTACGCGGG-3ʹ
5’ PCR Primer II A 5ʹ-AAGCAGTGGTATCAACGCAGAGT-3ʹ
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2.1.8 Vektoren

Die für die Klonierung vonDNAund die Uberexpression von Proteinen verwendetenKlonierungs-
bzw. Expressionsvektoren sind in folgender Tabelle beschrieben.

Tabelle 2.9: Klonierungs- und Expressionsvektoren

Vektor Induktor Resistenzmarker Hersteller

Klonierungsvektoren

pCR® 2.1-TOPO Ampicillin, Kanamycin Invitrogen
pCR® 2.1 Ampicillin, Kanamycin Invitrogen

Expressionsvektoren

pET-15b IPTG Ampicillin Novagen, Merck Millipore
pMAL-p4x IPTG Ampicillin New England Biolabs
pMAL-c4x IPTG Ampicillin New England Biolabs
pColdI Kälteschock + IPTG Ampicillin TaKaRa, Saint-Germain-en-Laye

(Frankreich)

Die Vektoren pCR2.1 bzw. pCR2.1-TOPO wurden für die Klonierung von PCR-Produkten ver-
wendet. Ampli ikationsprodukte, die mit einer Taq-Polymerase erzeugt wurden, besitzen einen
3’-A Uberhang, der mit dem komplementären 5’-T Uberhang ligiert werden kann (Brownstein
et al. 1996). Die Besonderheit des TOPO-Systems ist eine mit dem offenen Plasmid verknüpfte
Topoisomerase, die einen anderen DNA-Strang mit dem Vektor verbinden kann und dabei
freigesetzt wird (Shuman 1991). Die multiple Klonierungsstelle (Multiple Cloning Site, MCS) der
Vektoren liegt innerhalb eines Reportergens, der β-Galactosidase, sodass eine Auswahl von Klo-
nenmittels Blau/Weiß-Screening ermöglichtwird. Daneben besitzen die Vektoren Resistenzgene
für Kanamycin und Ampicillin als Selektionsmarker.
Der Vektor pET-15b wurde für die Expression der Arylalkoholoxidase in E. coli BL21(DE3)
Zellen verwendet. Der Vektor codiert einen N-terminalen His-tag, gefolgt von einer Protease-
schnittstelle (Thrombin, Deikus und Bechhofer 2007) und der multiplen Klonierungsstelle. Die
Arylalkoholoxidasewurdemit diesemVektor als Fusionsproteinmit einemN-terminalenHis6-tag
exprimiert. Die Kontrolle der Expression erfolgt über den lac-Operator und den T7-Promotor.
Dafür trägt der Vektor das lacI-Gen, das den lac-Repressor codiert. Die Induktion der Expression
erfolgt mittels IPTG, einem nicht hydrolysierbaren Lactose-Analogon. Weiterhin wird für die
Expression die T7-RNA-Polymerase des Bakteriophagen DE3 benötigt. Der Stamm BL21(DE3)
verfügt über die codierende Sequenz für diese Polymerase, die durch den λ-Phagen DE3 lysogen
in das Bakterienchromosom eingebracht wurde. Als Selektionsmarker trägt der Vektor das Gen
für die β-Lactamase (AmpR).
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Die Vektoren der pMAL-4 Serie sind für die Expression von rekombinanten Proteinen mit
einer Fusion an das Maltose-Bindeprotein (MBP) geeignet. Die multiple Klonierungsstelle ist
so positioniert, dass der MBP-tag gefolgt von einer Proteaseschnittstelle (Faktor Xa) an das
Zielprotein fusioniert wird. Die Insertion der Ziel-DNA in die Klonierungsstelle ermöglicht
die Auswahl von Klonen über Blau-Weiß-Screening. Die Regulation der Expression erfolgt
über den synthetischen tac-Promotor (konstruiert aus dem trp- und lac-Operon, Boer et al.
1983). Die Expression wird über den lac-Repressor kontrolliert, daher erfolgt die Induktion
mit IPTG. Die Vektoren pMAL-4 Serie tragen das β-Lactamasegen als Selektionsmarker. Der
pMAL-p4X-Vektor trägt das malE-Gen, welches das Maltose-Bindeprotein mit Signalsequenz
codiert. Diese Signalsequenz dirigiert die Fusionsproteine in das Periplasma, wodurch die
korrekte Faltung oder die Bildung von Disul idbrücken im Fusionsprotein ermöglicht werden
kann. Der Vektor pMAL-c4X ist identisch zum Vektor pMAL-p4x, jedoch wurde die Signalsequenz
von malE entfernt. Daher wurde der Vektor für die Expression des Zielproteins im Cytoplasma
verwendet. Die Protease-Spaltstelle ermöglicht die Abspaltung desMBP-tags vomFusionsprotein
durch den Faktor Xa.
Der Vektor pColdI ermöglicht die ef iziente Expression von Proteinen bei niedrigen Temperatu-
ren. Die Expression steht unter der Kontrolle des cspA-Promotors und des lac-Repressors. Die
Transkription wird durch ein Transkriptions-Enhancing-Element (TEE) verstärkt. Downstream
des Operons liegen der His-tag, die Faktor Xa-Spaltstelle und die multiple Klonierungsstelle. Die
Expression des Zielproteins erfolgt mit einer Fusion an den His-tag, die durch den Faktor Xa
abgespaltenwerden kann. Die Induktion der Transkription erfolgt physikalisch über Kälteschock
und chemisch mittels IPTG. Die Transkription mittels cspA-Promotor ist bei 15 °C noch ef izient,
was eine Erhöhung der Ausbeute des Zielproteins ermöglicht. Der Vektor trägt ein Ampicil-
lin-Resistenzgen als Selektionsmarker. Der Vektor pColdI eignet sich gut, um ihnmit denVektoren
des Chaperonplasmid-Sets zu kombinieren. Für die Expression derArylalkoholoxidasewurde der
Vektor daher sowohl alleine als auch in Kombinationmit Vektoren dieses Sets (pGro7, pG-Tf2 und
pTf16) verwendet. In dem Zwei-Plasmid-System wurde die Arylalkoholoxidase mit Chaperonen
koexprimiert, um die korrekte Faltung des Enzyms zu unterstützen.

Tabelle 2.10: Chaperonplasmide

Vektor Resistenzmarker Eigenschaften Hersteller

pG-Tf2 Chloramphenicol Pzt-1 Promotor, Induktor: Tetracyclin
Chaperone: groES 10 kDa, groEL 60 kDa, tig 56 kDa

TaKaRa

pGro7 Chloramphenicol araB Promotor, Induktor: -Arabinose
Chaperone: groES 10 kDa, groEL 60 kDa

TaKaRa

pTf16 Chloramphenicol araB Promotor, Induktor: -Arabinose
Chaperon: tig 56 kDa

TaKaRa
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2.1.9 Mikroorganismen

In Tabelle 2.11 sind alle in dieser Arbeit verwendeten Mikroorganismen aufgeführt. Ihre spezi i-
schen Eigenschaften sind unter 2.2 näher beschrieben.

Tabelle 2.11: Mikroorganismen

Mikroorganismus Herkunft

E. coli BL21 (DE3) Invitrogen
E. coli BL21 star (DE3) Invitrogen
E. coli K12 TB1 New England Biolabs
E. coli TOP10 Invitrogen
Hansenula polymorpha RB11 Artes Biotechnology, Langenfeld
Pleurotus sapidus 8266 DSMZ, Braunschweig

2.1.10 An körper

Für die Produktion polyklonaler Antikörper gegen die Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidus
wurde ein exponierter Enzymbereich ausgewählt. Auf Basis des Strukturmodells der klonierten
Arylalkoholoxidase sowieHomologieuntersuchungenmit 22mutmaßlichenArylalkoholoxidasen
aus C. cinerea, einer Arylalkoholoxidase aus Pleurotus ernygii und der Pleurotus sapidus-Aryl-
alkoholoxidase wurde die Aminosäuresequenz NQSFDNLFRDSSEFNA als Antigendeterminante
gewählt. Die Synthese des Peptids und die Produktion der Antikörper in Kaninchen wurden von
der Firma Eurogentec (Seraing, Belgien) durchgeführt. Polyklonale Antikörper aus Kaninchen
gegen den His-tag wurden von der Firma MicroMol GmbH (Karlsruhe) bezogen. Ein mit einer
Meerrettichperoxidase konjugierter Antikörper aus Ziegen, der gegen Kaninchen-IgG gerichtet
ist (goat anti-rabbit IgG peroxidase conjugate), wurde von Merck KGaA bezogen.

2.1.11 Datenbanken und Bioinforma kso ware

In der Tabelle auf der folgenden Seite sind die verwendeten Datenbanken und verwendete
Software aufgelistet:
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2.2 Mikrobiologische Methoden

Alle mikrobiologischen Arbeiten wurden unter sterilen Bedingungen an einer Sterilwerkbank
(HERAsafe) durchgeführt. Die verwendeten Medien, Gefäße, Pipetten und sonstigen Materialien
wurden vor der Benutzung autoklaviert.

2.2.1 Kul vierung von Pleurotus sapidus

Der für die Arbeit verwendete Pilz Pleurotus sapidus 8266 wurde von der DSMZ (Braunschweig)
bezogen.

2.2.1.1 Nährmedien zur Anzucht von Basidiomyceten

SNL-H-Medium1 und SNL-H-Agar

-(+)-Glucose-Monohydrat 30,0 g L−1
-Asparagin-Monohydrat 4,5 g L−1
Kaliumdihydrogenphosphat 1,5 g L−1
Magnesiumsulfat-Hydrat 0,5 g L−1
Hefeextrakt 3,0 g L−1
Spurenelementlösung 1mLL−1

Der pH-Wert wurde mit 1M Natronlauge auf 6,0 eingestellt. Autoklavieren (121 °C, 20min).
Für die Plattenkultivierung wurde SNL-H-Agar verwendet. Hierfür wurden dem SNL-H-Medium
zusätzlich 15 g L−1 Agar-Agar zugesetzt.

Spurenelementlösung

Eisen(III)-chlorid-Hexahydrat 80mgL−1
Zink(II)-sulfat-Heptahydrat 90mgL−1
Mangan(II)-sulfat-Monohydrat 30mgL−1
Kupfer(II)-sulfat-Pentahydrat 5mgL−1
EDTA 400mgL−1

Steril iltriert

1modi iziert nach Sprecher (1959) und Sprecher und Hanssen (1982)
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2.2.1.2 Stammhaltung

Die Stammhaltung von Pleurotus sapidus erfolgte auf SNL-H-Agarplatten. Zum Erhalt des Stam-
mes wurde in regelmäßigen Abständen ein etwa 1 cm2 großes, mit Myzel bewachsenes Agar-
stück mit der bewachsenen Seite mittig auf eine frische Agarplatte aufgebracht, mit Para ilm™
verschlossen und im Brutschrank bei 24 °C kultiviert, bis die Platte gut bewachsen (ca. 80%) war.
Die bewachsenen Platten wurden anschließend bei 4 °C gelagert und regelmäßig überimpft.

2.2.1.3 Vorkultur

Die Submerskultivierung des Pilzes erfolgte in SNL-H-Medium (s. 2.2.1.1). Für die Vorkulturen
wurden in einem 250mL-Erlenmeyerkolben zunächst 100mL SNL-H-Medium vorgelegt (40%
des Kolbenvolumens) und mit einem etwa 1 cm2 großen, mit Pleurotus sapidus bewachsenem
Agarstück inokluliert. Das Agarstück wurde mittels Ultra-Turrax® Dispergiergerät zerkleinert
(9 800Umin−1, 15 s) und die Kultur unter Lichtausschluss bei 24 °C, 150Umin−1 und 25mm
Auslenkung für 4 Tage inkubiert.

2.2.1.4 Hauptkultur

Für die Hauptkulturen wurden 500mL-Erlenmeyerkolben mit 200mL Medium verwendet. Die
Vorkultur wurde mit dem Ultra-Turrax® Dispergiergerät homogenisiert (9 800Umin−1, 15 s)
und die Hauptkultur mit 20mL (10% des Hauptkulturmediums) der homogenisierten Vorkultur
inokuliert. Die Kulturen wurden 10 bis 18Tage (24 °C, 150Umin−1, 25mm Auslenkung) unter
Lichtausschluss inkubiert.

2.2.1.5 Induk on

Für die Hauptkultur wurde SNL-H-Medium bzw. verschiedene Varianten dieses Mediums ver-
wendet, die sich hinsichtlich ihrer Kohlenstoffquelle unterschieden, um das Expressionsmuster
des Pilzes zu verändern. Für die Produktion der Arylalkoholoxidase wurde die Hauptkohlenstoff-
quelle ( (+)-Glucose-Monohydrat) durch Veratrylalkohol (Tab. 2.13) ersetzt. Die Produktion der
Lipase wurde induziert, indem SNL-H-Mediummit Keimöl bzw. Tween 80® anstelle von Glucose
verwendet wurde (Tab. 2.13).

Tabelle 2.13: Kohlenstoffquellen für die Induk on eines veränderten Expressionsmusters

Chemikalie Konzentration

Tween 80®a 0,4% (v/v)
Keimöl 1% (v/v)
Veratrylalkoholb 0,1% (w/v)

a nach Linke et al. (2005a) – b nach Jong et al. (1990), Kumar und Rapheal (2011)
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2.2.1.6 Bes mmung der Enzymak vität während des Kulturverlaufs

Von der Hauptkulturwurden täglich je 1 000 μL unter sterilen Bedingungen entnommen. Die Pro-
ben wurden anschließend zentrifugiert (14 000Umin−1, 18 000 ×g, 5min, 4 °C), der Uberstand
in ein neues steriles Eppendorfgefäß überführt und auf Lipase- bzw. AAO-Aktivität (s. 2.6.9.1
bzw. 2.6.2) untersucht. Die Myzel-Proben wurden bei −20 °C eingefroren und anschließend für
die Generierung einer cDNA-Bibliothek verwendet.

2.2.2 Kul vierung von Hansenula polymorpha

Die verwendeten Hansenula polymorpha RB11-Stämme wurden von Artes Biotechnology (Lan-
genfeld) zur Verfügung gestellt. Der Stamm H. polymorpha RB11 ist auxotroph (relevanter Geno-
typ ura3). Die Auxotrophie kann über pFPMT-Plasmide, die das URA3-Gen aus Saccharomyces
cerevisiae enthalten, komplementiert werden. Als Negativkontrollstamm diente H. polymorpha
pFPMT121/RB11, bei dem der Vektor pFPMT121 (ohne Insert) genomisch integriert wurde.
Für die heterologe Expression der Esterase aus Pleurotus sapiduswurde pFPMT-mEPS-H6/RB11
verwendet.

2.2.2.1 Nährmedien zur Anzucht von Hansenula polymorpha

YPD-Vollmedium
Hefeextrakt 10 g L−1
Bactopepton 20 g L−1
(+)-Glucose-Monohydrat 20 g L−1

Die Plattenkultivierung erfolgte auf YPD Agar. Hierfür wurden dem YPD Medium zusätzlich
15 g L−1 Agar-Agar zugesetzt.

YNB-2% Glycerol

YNB-w/o Ammoniumsulfat und Aminosäuren 1,7 g L−1
Ammoniumsulfat 5 g L−1
Glycerol 20 g L−1

Der pH-Wert wurde mit 1M Natronlauge auf 6,0 eingestellt.
Alle Materialien wurden für 20min bei 121 °C autoklaviert.
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2.2.2.2 Stammhaltung

Die Stammhaltung erfolgte auf YPD-Agarplatten. Dafür wurden die Platten mit 100 μL einer
Hansenula polymorpha Flüssigkultur angeimpft und für maximal zwei Tage bei 37 °C inkubiert,
bis eine ausreichende Zelldichte erreicht war. Anschließend wurden die Platten mit Para ilm
verschlossen und bei 4 °C gelagert. Einmal pro Monat wurde ein neuer Ausstrich gemacht, um
den Stamm zu erhalten.

2.2.2.3 Kul vierung

Für die Vorkulturenwurden 3mLYPD-Mediummit Kolonien von einer YPD-Platte angeimpft. Die
Inkubation erfolgte über Nacht bei 37 °C und 180Umin−1 im Luftschüttler. Anschließendwurden
200 μL der dicht gewachsenen Kultur in 3mL YNB-2%Glycerol überführt und für 44 h inkubiert
(37 °C, 180Umin−1).

2.2.2.4 Glycerolkulturen von Hansenula polymorpha

1mL einer frischen dichtgewachsenen YPD-Kultur wurdenmit 1mL sterilem 34%-igem Glycerol
gemischt und bei −80 °C gelagert.

2.2.3 Kul vierung von Bakterienkulturen

2.2.3.1 Mikroorganismen

Mit wenigen Ausnahmen sind alle Bakterien, die in der Molekularbiologie eingesetzt wer-
den, Abkömmlinge des E. coli-Stammes K 12. Im Rahmen dieser Arbeit wurden die folgenden
E. coli-Stämme für Klonierungs- und Expressionszwecke eingesetzt.
Für Klonierungen wurde der Stamm Escherichia coliTOP10 der Firma Invitrogen (Darmstadt)
verwendet.
Er trägt den Genotyp: TOP10 F- mcrA Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC) φ80lacZ ΔM15 ΔlacΧ74 recA1
araD139 Δ(ara-leu) 7697 galU galK rpsL(StrR) endA1 nupG λ-.
Die Genvariante recA1 vermindert die Häu igkeit von Rekombinationsereignissen, daneben
erhöht die funktionslose Endonuklease (endA1) die Qualität von Plasmidpräparationen. Daher
ist dieser Stamm gut für die Generierung von Plasmid-DNA geeignet.
Der Stamm Escherichia coliK12 TB1 wurde von der Firma New England Biolabs GmbH (Frank-
furt) bezogen und für die heterologe Expression verwendet.
Er trägt den Genotyp: K12TB1 (F- ara Δ(lac-proAB) [Φ80dlac Δ(lacZ)M15] rpsL(StrR) thi hsdR).
Dieser Stamm liefert gute Ergebnisse im Bezug auf Plasmidstabilität, Expression und Reinigung.
Eine Mutation der Enonuklease R (hsdR) verhindert den Abbau nicht-modi izierte DNA.
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Ebenfalls für die heterolge Expression wurden die Protease de izienten Stämme
BL21 (DE3) (Genotyp: F- ompT hsdSB (rB-mB

-) gal dcm (DE3)) und
BL21star (DE3) (Genotyp: F- ompT hsdSB (rB-mB

-) gal dcm rne131 (DE3))
verwendet, die von Invitrogen bezogen wurden. Beide E. coli B-Stämme tragen den λ-Prophagen
DE3 mit den Genen für die T7-RNA-Polymerase und lacIq. Dadurch werden Plasmide, deren
Expression mit einem T7-Promotor gesteuert wird, so lange reprimiert, bis die Bildung der
T7-RNA-Polymerase durch IPTG am lac-Promotor induziert wird. Die Mutation der Protease
(ompT) reduziert die Proteolyse von exprimierten Proteinen. Durch eine Mutation der RNaseE
(rne131) im Stamm BL21star (DE3) wird die mRNA-Stabilität erhöht.

2.2.3.2 Nährmedien und Lösungen für die Anzucht von E. coli

lysogeny broth-Vollmedium (LB-Medium)2

Trypton 10 g L−1
Hefe Extrakt 5 g L−1
Natriumchlorid 10 g L−1

Autoklavieren (121 °C, 20min)

Zur Herstellung von Flüssig-Selektivmedien wurden die entsprechenden Antibiotika kurz vor
Gebrauch zugegeben. Die Endkonzentration der verwendeten Antibiotika betrug dabei für
Ampicillin 150 μgmL−1, für Tetracyclin 10 μgmL−1, für Kanamycin 25 μgmL−1 und für Chloram-
phenicol 20 μgmL−1.
Für die Herstellung von Agarplatten (Festmedien in Petrischalen) wurde dem LB-Medium
Agar-Agar (1,5% (w/v)) zugesetzt. Durch Zugabe von Antibiotika wurden Selektivplatten herge-
stellt. Die Antibiotika wurden erst unmittelbar vor dem Gießen der Platten zugegeben, da diese
nicht hitzestabil sind.

2.2.3.3 An bio ka

Ampicillin-Stammlösung
Ampicillin 100mgmL−1

In Reinstwasser gelöst, steril iltriert und aliquotiert. Die Lagerung erfolgte bei −20 °C.

Chloramphenicol-Stammlösung
Chloramphenicol 20mgmL−1

Die Stammlösung wurde mit 100%igem Ethanol hergestellt und anschließend steril in ein
dunkles Falkon Tube iltiert. Die Lagerung erfolgte bei −20 °C.
2Bertani 1951
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Kanamycin-Stammlösung
Kanamycin 25mgmL−1

Die StammlösungwurdemitReinstwasserhergestellt, steril iltriert undaliquotiert. Die Lagerung
erfolgte bei −20 °C.

Tetracyclin-Stammlösung
Tetracyclin 10mgmL−1

Gelöst in 100% Ethanol, steril iltriert. Die Lagerung erfolgte bei −20 °C.

2.2.3.4 Induktoren

-(+)-Arabinose-Stammlösung
-(+)-Arabinose 100mgmL−1

Hergestellt mit Reinstwasser, steril iltriert. Die Lagerung erfolgte bei 4 °C.

IPTG Stammlösung
IPTG 0,1M

Die IPTG Stammlösung wurde in der angegebenen Konzentration mit Reinstwasser hergestellt
und anschließend steril iltriert. Die Lagerung erfolgte bei −20 °C.

Tetracyclin-Stammlösung
Tetracyclin 500 μgmL−1

Gelöst in 100% Ethanol, steril iltriert. Die Lagerung erfolgte bei −20 °C.

2.2.3.5 TSS-Lösung

PEG 6000 10% (w/v)
Magnesiumsulfat 50mM
DMSO 5%(v/v)

Die TSS-Lösung wurde in LB-Medium hergestellt, der pH-Wert auf 6,5 eingestellt, die Lösung
autoklaviert und anschließend bei 4 °C gelagert.

2.2.3.6 Glycerolstock-Lösung

Glycerol 65%
Magnesiumsulfat 100mM
Tris-HCl (pH 8) 25mM
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2.2.3.7 Stammhaltung

Die Stammhaltung erfolgte für Stämme ohne Resistenz auf LB-Agarplatten (s. 2.2.3.2), für
Stämme mit Selektionsmarker auf LB-Selektivplatten mit Antibiotika. Dafür wurden 100 μL
einer frischen Ubernachtkultur ausplattiert oder mit einer Einzelkolonie einer Stammplatte
ein Verdünnungsausstrich durchgeführt. Die Platten wurden bei 37 °C über Nacht inkubiert.
Anschließend wurden die Platten mit Para ilm™ verschlossen und bei 4 °C gelagert.
Zusätzlich wurden Glycerolstocks (s. 2.2.6) angelegt, um eine dauerhafte Erhaltung der Stämme
zu gewährleisten.

2.2.3.8 Übernacht-Kultur

3mL LB-Medium (s. 2.2.3.2), gegebenenfalls mit Antibiotika, wurden im 15mL-Falcon Tube mit
einer einzelnen Kolonie von einer Platte für die Stammhaltung angeimpft. Alternativ wurden
einige Zellen von einem Glycerol-Stock mit einem sterilen Zahnstocher abgekratzt und das
Medium damit inokuliert. Die Inkubation erfolgte über Nacht bei 37 °C und 225Umin−1.

2.2.3.9 Herstellung TSS-kompetenter Zellen

Kompetente Zellen wurdenmit Hilfe der TSS-Methode hergestellt, wobei sich die Abkürzung TSS
auf die verwendete Transformation and Storage solution bezieht (Chung et al. 1989). Dafür wurde
zunächst eine 3mL-Vorkultur angeimpft und bei 37 °C über Nacht angezogen. Am nächsten Tag
wurden 100mL LB-Mediummit 1mL dieser Vorkultur angeimpft und bis zu einer OD600 von 0,3 -
0,5 angezogen (frühe exponentielle Wachstumsphase). Anschließend wurde die Zellen pelletiert
(10min bei 1 000 ×g, 2 100Umin−1, 4 °C). Der Uberstand wurde verworfen und das Zellpellet in
10mL (10% bezogen auf das ursprüngliche Kulturvolumen) eiskalter TSS-Lösung aufgenommen
und vorsichtig resuspendiert. Diese Zellsuspension wurde dann à 50 μL aliquotiert und sofort
in lüssigem Stickstoff (−196 °C) schockgefroren. Die Lagerung der Aliquots erfolgte bei −80 °C.
Sämtliche Arbeitsschritte während des Herstellens der TSS-kompetenten Zellen wurden auf Eis
durchgeführt, um eine ständige Kühlung der Zellen zu gewährleisten. Die so hergestellten Zellen
waren sofort kompetent und konnten direkt zur Transformation eingesetzt werden. Die bei
−80 °C gelagerten Zellen behielten für 2-3 Monate ihre Kompetenz.

2.2.4 Transforma on von E. coli-Zellen mit DNA

2.2.4.1 Transforma on TSS-kompetenter Zellen

50 μL der kompetenten Zellen wurden auf Eis aufgetaut und vorsichtig mit 100 ng Vektor-DNA
bzw. 2 μL eines Ligationsansatzes vermischt. Danach wurden die Zellen 30min auf Eis inkubiert.
Die Transformation erfolgte durch einen Hitzeschock. Dafür wurden die Zellen im Heizblock für
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2min auf 42 °C erwärmt (Chung et al. 1989). Danach wurden die Zellen sofort für 5min auf
Eis inkubiert. Dann wurden jeweils 150 μL LB-Medium dazugegeben und für 1 h bei 37 °C und
200Umin−1 inkubiert (Erholungsphase / Proteinsynthese). Nach der Erholungsphase wurden
170 μL der transformierten Zellen auf LB-Selektivagarplatten unter der Sterilbank ausplattiert
und die Platten über Nacht im Brutschrank bei 37 °C inkubiert.

2.2.4.2 Herstellung von Zellen mit zwei Vektoren für die Koexpression

Für die Expression der Arylalkoholoxidase in einem Zwei-Vektor-System wurden zunächst
BL21star(DE3)-Zellen mit den Chaperonplasmiden (Tab. 2.10) transformiert und anschließend
von positiven Transformanten TSS kompetente Zellen (s. 2.2.3.9) hergestellt, die danach für die
Transformation mit dem Vektor pColdI-AAO verwendet wurden.

2.2.5 Blau/Weiß-Screening

Zur Identi izierung Insert-positiverTransformantendientedas sogenannteBlau/Weiß-Screening.
Hierzu wurden vor dem Ausplattieren der Zellen 40 μL X-β-Gal-Lösung (40mgmL−1 in DMF)
und 40 μL IPTG auf die Platten aufgebracht und verteilt. Anschließend wurden die Platten für
ca. 30min auf 37 °C temperiert. Die transformierten Zellen wurden auf den vorbereiteten Platten
ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert. Für die Blau-Weiß-Selektion wird ein Bakterien-
Stamm benötigt, der das LacZα-Gen im Vektor komplementiert. Entsprechende Stämme besitzen
das ω-Fragment der β-Galactosidase und den Genotyp lacZΔM15. Die multiple Klonierungsstelle
des Vektors liegt im lacZ’-Gen, das das N-terminale α-Fragment der β-Galaktosidase codiert
und alleine keine β-Galaktosidase-Aktivität besitzt. Nehmen Zellen einen Vektor ohne Insert auf,
kommt es zur α-Komplementation, und es wird aktive β-Galactosidase gebildet. Diese Bakterien
können das Substrat X-β-Gal spalten und die Kolonien färben sich blau (Produkt: 5,5’-Dibrom-
4,4’-Dichlorindigo). Wird das lacZ’-Gen im Vektor durch Insertion eines DNA-Fragmentes unter-
brochen, bleiben die Kolonien weiß.
Die potentiell positiven, weißen Klonewurdenmittels Kolonie-PCR analysiert.Weiterhinwurden
mit diesen Klonen Ubernachtkulturen angeimpft.

2.2.6 Glycerolkulturen von E. coli

Für die dauerhafte Lagerung von Bakterienstämmenwurden Glycerol-Stocks angelegt. Dazuwur-
den500 μLeiner frischenUbernachtkulturmit demselbenVolumensterilerGlycerolstock-Lösung
(s. 2.2.3.2) vermischt. DieMischungwurdemit lüssigemStickstoff schockgefroren und bei −80 °C
gelagert.
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2.3 Molekularbiologische Methoden

Die in dieser Arbeit angewandtenmolekularbiologischen Arbeiten richten sich größtenteils nach
den Vorschriften aus dem Laborhandbuch The condensed protocols - From Molecular Cloning: A
Laboratory Manual von Sambrook und Russell (2006).

2.3.1 Isolierung genomischer DNA

Die IsolierunggenomischerDNAvonPleurotus sapidus erfolgte ausMyzel vom4.Kulturtagmittels
NucleoSpin® Plant II Kit (Tab. 2.5). Dazu wurden 100mg Myzel unter lüssigem Stickstoff in
einem Mörser homogenisiert und in 400 μL PL1-Puffer aufgenommen. Anschließend wurden
10 μL RNaseA zugegeben und der Ansatz 30min bei 65 °C inkubiert. Dieweiteren Arbeitsschritte
erfolgten nach Herstellerangaben (Hanbuch, Juli 2009, Rev. 03). Die Elution der DNA erfolgte
mit 50 μL nukleasefreiemReinstwasser (70 °C). Die Bestimmung derDNA-Konzentration erfolgte
am Nanophotometer. Die genomische DNA wurde bei −20 °C gelagert und für die molekulare
Identi izierung des Pilzes verwendet.

2.3.2 RNA-Isolierung

Die RNA-Isolierung erfolgte ausMyzel von Pleurotus sapidus, das amTagmaximaler Enzymaktivi-
tät geerntet wurde. Dazu wurden 100mg gefrorenes Myzel des Basidiomyceten unter lüssigem
Stickstoff in einem RNase-freien Mörser (Behandlung mit trockener Hitze über Nacht bei 200 °C)
aufgeschlossen und in 450 μL RLT-Puffer aufgenommen. Die Isolierung der Gesamt-RNA erfolgte
mit Hilfe des RNeasy™ Plant Mini Kits (Tab. 2.5, Handbuch 04/2006) nach Herstellerangaben.
Die Elution der Gesamt-RNA von der Säule erfolgte mit 30 μL H2O. Das Eluat wurde bei −80 °C
gelagert.

2.3.3 Überprüfung der RNA-Stabilität

Zur Uberprüfung der Qualität der RNA-Präparation wurden 4 μL des Eluats für 2 h bei 42 °C
bzw. auf Eis gelagert. Anschließend wurde die RNA mittels Agarosegelelektrophorese (s. 2.4.1)
analysiert.

2.3.4 Reverse Transkrip on (Erststrangsynthese) und cDNA-Synthese

Für die reverse Transkription und cDNA-Synthese wurde das
”
SMART™ PCR cDNA Synthesis

Kit“ (Clontech) verwendet (Chenchik et al. 1998, Zhu et al. 2001). Für die Erststrangsynthese
wurde ein CDS-Primer (Tab. 2.8) verwendet, der an das Poly-A-Ende eukaryotischer mRNA
bindet (Borson et al. 1992). Mit Hilfe der reversen Transkriptase wird die mRNA in cDNA
umgeschrieben (Abb. 2.1). Anstelle der vom Hersteller angegebenen

”
PowerScript Reverse
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Transcriptase“ wurde die SuperScript® II bzw. SuperScript® III Reverse Transkriptase (Tab.
2.6) verwendet (Gerard et al. 1997). Diese hat eine höhere Thermostabilität und eine längere
Halbwertszeit bei 50 °C, sodass die reverse Transkription in einem Bereich zwischen 37 °C und
50 °C möglich ist. Die Inkubationstemperaturen wurden den Herstellerangaben entsprechend
angepasst. Die Denaturierung erfolgte bei 65 °C (5min), die reverse Transkription bei 50 °C für
30 bis 60min. Die Reaktion wurde durch Erhitzen auf 70 °C für 15min beendet. Als Template
für die reverse Transkription wurden 3 μL RNA eingesetzt. Erreicht die Reverse Transkriptase
das 5’-Ende der RNA werden einige Desoxycytidine angefügt. Der SMART-Primer (SMART II A,
Tab. 2.8), der am 3’-Ende einen Oligo(dG)-Uberhang besitzt, bindet an den Oligo(dC)-Schwanz
des neusynthetisierten Erststrangs. Anschließend wird der Primer aufgefüllt und die cDNA in
einer Long-Distance-PCR (LD-PCR, 2.3.5) mit dem Primer 5’ PCR-Primer II A ampli iziert. Dafür
wurde der Adventage™2 LD-Polymerase-Mix verwendet, der neben einer primären Polymerase
eineweitere Polymerasemit proofreading-Funktion enthält. DieserMix erlaubt die Ampli ikation
längerer cDNA-Sequenzen mit größerer Genauigkeit und Ausbeute als bei einer Standard-PCR.

poly(A)-3‘5‘

GGG

5‘
SMART II A

Oligonukleotid

3‘ CDS-Primer

poly(A)-3‘5‘

Erststrangsynthese 
mit SuperScript®
Reverse Transkriptase

poly(A)-3‘5‘GGG

5‘ CCC

dC Tailing des Erststrangs, template
switching und Elongation durch 
die SuperScript® Reverse Transkriptase 

Amplifikation der cDNA
in der Long-distance PCR
mit PCR-Primern

doppelsträngige cDNA

Einzelschritt

Abbildung 2.1: Reverse Transkrip on und cDNA-Synthese zur Erstellung einer cDNA-Bank. Verändert nach
SMARTer® PCR cDNA Synthesis Kit User Manual, Januar 2012, Clonetech
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Cyclerprogramm für die LD-PCR

Deckeltemperatur 105 °C

Initiale Denaturierung 95 °C 1 min

23 Zyklen
95 °C 15 s
65 °C 30 s
68 °C 6 min

Um die optimale Zahl an PCR-Zyklen zu bestimmen, wurde nach den Zyklen 20, 21, 22 und 23
jeweils ein Reaktionsgefäß aus dem Cycler entnommen und auf Eis gestellt. Die optimale Zahl an
PCR-Zyklen stellt sicher, dass sich die Ampli ikation der cDNA noch in der exponentiellen Phase
be indet. Dafür wurde die cDNA mit Hilfe der Agarosegelelektrophorese analysiert. Die cDNA
wurde aliquotiert und bei −20 °C gelagert.

2.3.5 PCR

Die Polymerasekettenreaktion (polymerase chain reaction; PCR) ist eine Methode zur Ampli i-
kation von Desoxyribonukleinsäuren (Saiki et al. 1988). In der vorliegenden Arbeit diente die
PCR der Synthese von cDNA, der Generierung von Inserts für Klonierungen und der Suche
nach Insert-positiven Klonen (Kolonie-PCR) im Anschluss an Ligationen. Für das Screening
nach Insert-positiven Klonen wurde in der Regel die Taq-Polymerase aus Thermus aquaticus
verwendet, während bei der Ampli ikation von DNA-Fragmenten im Rahmen einer Klonierung
die HiFidelity DNA-Polymerase eingesetzt wurde. Beide Polymerasen fügen einen A-Uberhang an
das PCR-Produkt an, der eine TA-Klonierung ermöglicht. Die HiFidelity DNA-Polymerase verfügt
jedoch außerdem über eine zusätzlicheEigenschaft: Sie besitzt eine3'-5'-Exonuklease-Aktivität,
die ein sogenanntes proofreading (Korrekturlesen) ermöglicht und dabei den A-Uberhang erhält.

2.3.5.1 Primerableitung

Die Primer für die Klonierung der untersuchten Enzyme wurden auf Grund der hohen Sequenz-
homologie der nahen Verwandten Pleurotus ostreatus, P. eryngii und P. pulmonarius entweder
von Sequenzen publizierter homologer Enzyme oder aus genomischen Sequenzen von Pleurotus
ostreatus abgeleitet, der im Rahmen eines Genomprojektes sequenziert wird (DOE-JGI3, Tab.
2.12). Die Lage der Primer wurde so gewählt, dass das ampli izierte Fragment sowohl Start-
als auch Stoppcodon enthielten. Für das Umklonieren wurden Primer verwendet, bei denen am
5'-Ende Erkennungssequenzen für Restriktionsendonukleasen angefügt wurden.

3Joint Genome Instiute, United States Department of Energy
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Die Berechnung der Schmelztemperatur (TM) der Primer erfolgte anhand der 2 °C + 4 °C-Regel:

TM = n · [GC] · 4 ◦C+ n · [AT ] · 2 ◦C (1)

n: Anzahl der Basen

Die Primerpaare wurden so entworfen, dass die Schmelztemperatur maximal um 2 °C variierte.
Für die Generierung von Inserts für die Klonierung wurde folgender PCR-Ansatz verwendet:

PCR-Ansatz
template 50-100 ng X μL
5×PCR-Puffer, incl. dNTP-Mix 1 × 10 μL
Primer fwd (10 μM) 1 μM 5μL
Primer rev (10 μM) 1 μM 5μL
HotStar HiFidelity DNA-Polymerase (2,5 U μL−1) 0,05-0,1 U μL−1 1 μL
Reinstwasser ad 50 μL

Die PCR wurde mit einem Volumen von 30 bis 50 μL durchgeführt. Im dargestellten PCR-Ansatz
wurden die Volumen für einen 50 μL-Ansatz angegeben.

Cyclerprogramm

Deckeltemperatur 105 °C

Initiale Denaturierung Hot Start 95 °C 5 min

40 Zyklen
95 °C 60 s

x− 5 °C a 60 s
72 °C 60 bis 150b s

inale Elongation 72 °C 5 min

Ende 4 °C ∞

ax niedrigere Schmelztemperatur der verwendeten Primer
bAbhängig von der Länge des erwarteten Produktes: Geschwindigkeit der Taq 2000 bmin-1, der HiFidelity-Taq
1000 bmin-1

2.3.5.2 Kolonie-PCR

Die Kolonie-PCR wurde zur Identi izierung Insert-positiver Transformanten verwendet (Berg-
kessel und Guthrie 2013). Dabei wurden direkt Zellen einer einzelnen Kolonie als template
eingesetzt. Die Zellen wurden mit einem sterilen Zahnstocher

”
gepickt“ und in 15,5 μL H2O

suspendiert. Nach Ubertragung von Zellen in das Wasser wurde mit dem Zahnstocher eine
3mL-Ubernachtkultur angeimpft. Für die PCR wurde ein vektorspezi ischer Primer mit einem

31



Material und Methoden

Gen-spezi ischen Primer kombiniert. Der vektorspezi ische Primer bindet auf dem Vektor außer-
halb des Inserts, während der andere Primer am gegenüberliegenden Ende im Insert bindet. So
entsteht ein Fragment, welches ca. 200 bp größer ist als das Insert.

Kolonie-PCR-Ansatz
template Zellen von E. coli
10×CoralLoad PCR-Puffer 1 × 2,0 μL
dNTP-Mixa (je 10mM) 200 μM 0,4 μL
Primer fwd (10 μM) 0,1-0,5 μM 1,0 μL
Primer rev (10 μM) 0,1-0,5 μM 1,0 μL
HotStar Taq (5UμL−1) 0,025UμL−1 0,1 μL
Reinstwasser ad 20 μL
a Der dNTP-Mix wurde selbst hergestellt. Dafür wurden die lyophilisierten Desoxyribonukleosidtriphosphate so
gelöst, dass eine 100mM-Stammlösung erhalten wurde. Anschließend wurden je 10 μL der dNTPs zu 60 μL
Reinstwasser gegeben und der Mix bei −20 °C gelagert.

Das Cyclerprogrammwurde entsprechend der Größe des Inserts für die Kolonie-PCR angepasst.

2.3.6 Klonierung und Modifika on von DNA

2.3.6.1 Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen

Nach der PCR (s. 2.3.5) wurden die Ampli ikate mittels Agarosegelelektrophorese getrennt. Die
relevanten PCR-Produkte wurden aus dem Gel ausgeschnitten und die DNA anschließend mit
Hilfe des NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up Kits der Firma Macherey-Nagel (Tab. 2.5) aus dem
Gel extrahiert, wobei nach Herstellerangaben (Handbuch April 2008/Rev.07) gearbeitet wurde.
Für die Elution wurden 30 μL Reinstwasser verwendet.

2.3.6.2 TA-Klonierung

Die isolierten PCR-Produkte wurden vor der Sequenzierung in den Vektor pCR2.1 bzw.
pCR2.1-TOPO zwischenkloniert. Die Einführung eines DNA-Fragments in einen Vektor mittels
TA-Klonierung beruht auf der Entdeckung, dass die Taq-Polymerase bei einer PCR keine Frag-
mente mit glatten Enden produziert, sondern meist einen unspezi ischen Uberhang von einer
Base schafft (Clark 1988). Diese Base ist in der Mehrzahl der Fälle Adenosin (Costa und Weiner
1994).DurchdieKonstruktioneinesVektorsmit komplementärenThymidin-Uberhang (Marchuk
et al. 1991) lassen sich PCR-Fragmente leicht klonieren. In dieser Arbeit wurden das TA- bzw.
TOPO-TA CloningKit (Tab. 2.5) verwendet. Bei der TA-Klonierungwird das frisch hergestellte und
isolierte PCR-Produkt (s. 2.3.6.1) mit der T4-DNA-Ligase in den linearisierten Vektor pCR2.1®
eingebracht. Die T4-DNA-Ligase ist für die Ligation besonders geeignet, da sie als einzige
Ligase in der Lage ist, neben

”
sticky ends“ auch

”
blunt ends“ zu ligieren. Der linearisierte
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TOPO-Vektor (Invitrogen) besitzt an seinen 5'-Enden einzelne Desoxythymidinreste, die kova-
lent mit einer Vaccina Topoisomerase-I verknüpft sind und somit eine noch ef izientere Ligation
mit PCR-Produkten ermöglichen. Die Vaccina Topoisomerase-I besitzt eine hochspezi ische Endo-
nukleaseaktivität und schneidet DNA am Konsenus-Pentapyrimidin-Element 5'(T/C)CCTT↓ und
bleibt anschließend mit dem 3'-Phosphat kovalent verbunden (Shuman 1994). Die Topoisome-
rase kann die ursprüngliche Bindung imDNA-Strangwieder herstellen (wie bei der Entspannung
von DNA) oder eine heterologe Akzeptor-DNA ligieren. Bei beiden verwendeten Systemen ist die
Selektion Insert-positiver Transformanten mittels Blau/Weiß-Screening (s. 2.2.5) möglich.
Für die Ligation wurden die PCR-Produkte im Verhältnis zum Vektor in einem dreifach molaren
Uberschuss eingesetzt.

Ligationsansatz

TA-Klonierung TOPO-TA-Klonierung
frisches PCR-Produkt X μL frisches PCR-Produkt X μL
10×Ligationspuffer 1 μL Salzlösung 1 μL
pCR™ 2.1-Vektor (25 ng μL−1) 2 μL pCR® II TOPO Vektor (10 ng μL−1) 1 μL
T4-DNA-Ligase 1 μL
H2O (steril) ad 10 μL H2O (steril) ad 6 μL

Ligation über Nacht bei 16 °C Ligation 30min bei RT

Die verschiedenen Ligationsansätze sind in Tabelle 2.17 zusammengefasst. 2 μL jedes Ligations-
ansatzes wurden in E. coli Top10-Zellen transformiert (2.2.4) und Insert-positive Transformaten
mittels Blau/Weiß-Screening (s. 2.2.5) identi iziert. Je 10 Insert-positive Einzelklone wurden
bezüglich ihrer Plasmid-DNA analysiert (s. 2.3.5.2). Von Transformanten, die einen Insert mit
der erwarteten Größe hatten, wurden Ubernachtkulturen angesetzt und die Plasmide isoliert (s.
2.3.7). Die Plasmide von je zwei bis sechs Insertpositiven Klonen wurde zum Sequenzieren an
die Firma Euro ins MWG Operon gesendet (s. 2.3.7.1). In Tabelle 2.17 ist jeweils der Plasmidklon
angegeben, der für die Konstruktion der Expressionsvektoren (s. 2.3.6.4) verwendet wurde.

Tabelle 2.17: Zusammenfassung der Liga onen für die Herstellung der verschiedenen Klonierungsvektoren

Ligierte Fragmente Plasmidklon mit sequenziertem Insert

pCR2.1-TOPO 3931 kb + pCR2.1-TOPO-AAO # TOPO4K3(2)cDNA AAO 1782 kb
pCR2.1-TOPO 3931 kb + pCR2.1-TOPO-GDS(L)-Lipase # Taq 9.1.2cDNA GDS(L)-Lipase 954 kb
pCR2.1-TOPO 3931 kb + pCR2.1-TOPO-DyP # Dyp-Typ_K10cDNA DyP-TyP Peroxidase 1551 kb
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2.3.6.3 Gensynthese

Für dieArylalkoholoxidase ausPleurotus sapiduswurdeein synthetischesGenbei der FirmaMWG
Operon generiert und in den Vektor pBS II SK(+) kloniert. Dabei wurde die codon usage für eine
Expression in E. coliB optimiert (s. 7.1) und die Sequenz mit den lankierenden Restriktions-
schnittstellen NdeI/XhoI versehen, die eine Klonierung in das pColdI-Plasmid erlauben.

2.3.6.4 Konstruk on von Expressionsvektoren

Für die heterolge Expression der Zielenzyme wurde die cDNA mit und ohne Signalsequenz in
verschiedene Expressionsvektoren (Tab. 2.9) kloniert. Dafür wurde das Insert aus den Klonie-
rungsvektoren (Tab. 2.17) zunächst mittels PCR ampli iziert, wobei mit Hilfe der Primer Restrik-
tionsschnittstellen an den Enden der Fragmente angefügt wurden (Scharf et al. 1986). Nach
der Reinigung wurden die PCR-Produkte asymmetrisch mit Restriktionsenzymen geschnitten.
In gleicher Weise wurde der Zielvektor asymmetrisch linearisiert. Die Verwendung von zwei
unterschiedlichen Restriktionsenzymen verhindert eine Rezirkularisierung des Zielvektors und
ermöglicht die Einführung des Inserts in Leserichtung.

2.3.6.5 DNA-Verdau mi els Restrik onsenzymen

Restriktionsendonukleasen sind eine Gruppe an Enzymen, die die Phosphordiesterbindung der
DNA an spezi ischen Stellen hydrolysieren. Für jede Restriktionsendonuklease gibt es spezi ische
Inkubationstemperaturen und Reaktionspuffer. Werden diese nicht optimal gewählt, kann es
zu einer veränderten Aktivität kommen, die als

”
star activity“ bezeichnet wird. Diese tritt

vor allem bei zu hoher Enzymaktivität (eingesetzte Units) oder falschen Salzbedingungen auf.
Die Restriktionsspaltungen wurden verwendet, um DNA-Fragmente mit kompatiblen Enden
für die Klonierung herzustellen. Dafür wurden Ansätze mit einem Volumen von 20 μL bzw.
30 μL gewählt und 0,5 μg PCR-Produkt bzw. 1 μg Plasmid-DNA eingesetzt. In der Regel wurden
Restriktionsspaltungen direkt mit zwei Enzymen durchgeführt. Ausnahme waren Enzyme, die
auf Grund der Position der Schnittstellen nicht kompatibel waren. Der Verdau erfolgte bei 37 °C
im vom Hersteller empfohlenen Puffer. Die Erkennungssequenzen und die Schnittstellen der
verwendeten Enzyme sind in Tabelle 2.7 dargestellt. Die Inkubationszeit variierte zwischen 1 und
4 h. Von jedem Restriktionsenzym wurden 10 bis 20U verwendet.

2.3.6.6 Sequen eller Verdau

Der sequentielle Verdau erfolgte anlog zu 2.3.6.5. Zunächst wurde die Restrikiton mit dem
ersten Enzym für 4 h bei 37 °C durchgeführt. Anschließend wurde dem Restriktionsverdau das
zweite Restriktionsenzym (1 μL, 10UμL−1) zugefügt und die Proben für weitere 60min bei
37 °C inkubiert. Nach dem Restriktionsverdau erfolgte die Hitzeinaktivierung der Enzyme (80 °C,
15min).
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2.3.6.7 Restrik on mit FastDigest™ Enzymen

Teilweise wurden FastDigest™ Enzyme verwendet. Diese Enzyme sind in der Lage 1 μg DNA in
5min und somit deutlich schneller als andere handelsübliche Restriktionsenzyme zu verdauen.
Außerdem können alle Restriktionsenzyme in einem Reaktionspuffer verwendet werden. Die
Restriktion erfolgte unter den vom Hersteller empfohlenen Bedingungen (37 °C in 1× FastDigest
Puffer). Die Inkubationszeit wurde abweichend von den Herstellerangaben auf 30min erhöht.
Nach dem Restriktionsverdau erfolgte die Hitzeinaktivierung der Enzyme und die Fragmente
wurden mittels Agarosegelelektrophorese getrennt. Die relevanten DNA-Fragmente wurden aus
dem Gel ausgeschnitten und mit dem PCR clean up Gel Extraction Kit von Macherey-Nagel aus
dem Gel isoliert. Die Elution der DNA erfolgte mit 30 μL nukleasefreiem Wasser. Anschließend
wurde die Konzentration photometrisch (NanoPhotometer®) bestimmt.

Zusammensetzung des Restriktionsverdaus

PCR-Produkt Vektor
DNA 0,5 μg 1 μg
10×Fast Digest Puffer 3 μL 2 μL
Restriktionsenzym1 (10UμL−1) 2 μL 1 μL
Restriktionsenzym2 (10UμL−1) 2 μL 1 μL
H2O ad 30 μL 20 μL

2.3.6.8 Liga on

Für die Ligation der Inserts in die Expressionsvektoren wurden 50 bis 100 ng des restriktions-
verdauten Vektors und die dreifache molare Menge an Insert zusammen mit der vom Hersteller
empfohlenen Menge an T4-DNA-Ligase in Ligasepuffer inkubiert. Das Ansatzvolumen entsprach
20 μL. Die Inkubation erfolgte bei Raumtemperatur (RT) für 2 h oder über Nacht bei 8 °C.

Ligationsansatz

PCR-Produkt, geschnitten X μL
5×Ligationspuffer 4 μL
Vektor, linearisiert X μL
T4-DNA-Ligase 2 μL
H2O (steril) ad 20 μL

Die unterschiedlichen Ligationen sind in Tabelle 2.18 zusammengefasst. Verschiedene chemisch
kompetente E. coli-Stämmewurdenmit den Ligationsansätzen transformiert und ampicillinresis-
tente Einzelklone bezüglich ihrer Plasmid-DNAmittels Kolonie-PCRanalysiert. Die Insertsequenz
wurde bei je zwei bis sechs positiven Plasmidklonen sequenziert (Firma Euro ins MWG Operon).
Plasmidklone mit einer korrekten Insertsequenz wurden zur Stammgenerierung verwendet.
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Tabelle 2.18: Zusammenfassung der Konstrukte der verschiedenen Expressionsplasmide

Fusionsprotein Klonierungselemente Restriktionsenzyme Plasmidklon mit
sequenziertem Insert

His6-AAO
pET15b NdeI/XhoI pET15b AAO #1(3), 1(5)PCR-Produkt AAO

His6-AAO
a pColdI NdeI/XhoI pColdI-AAO #K1(+), K3(+)

PCR-Produkt AAO pColdI-AAO #K5(–) K3 (–)

MBP-AAO pMal-c4x XbaI/SalI pMAL-c4x AAO # c7, c10PCR-Produkt AAO

MBP-AAO pMal-p4x XbaI/SalI pMAL-p4x AAO # p1, p3PCR-Produkt AAO

His6-GDS(L)
pET15b NdeI/BamHI pET15b GDS(L) #3PCR-Produkt GDS(L)

aSynthetisches Gen

2.3.7 Amplifika on und Isolierung von Plasmiden

Die Plasmid-DNA wurde in vivo in geeigneten E. coli-Stämmen ampli iziert. Dafür wurden 3mL
LB-Medium mit transformierten E. coli-Zellen (s. 2.2.4.1) angeimpft und über Nacht im Schüttel-
inkubator (37 °C, 225Umin−1) inkubiert. Die Isolierung und Reinigung der Plasmid-DNA aus den
Zellen erfolgte anschließendmittels Nucleo Spin® Plasmid Kit (Tab. 2.5) nach Herstellerangaben
(Stand: September 2007, Rev. 04). Die Elution der DNA erfolgte mit 60 μL nukleasefreiem
Reinstwasser (70 °C).

2.3.7.1 Sequenzierung

Sequenzierungen wurden von der Firma Euro ins MWG Operon (Ebersberg) nach der Ketten-
abbruch-Methode durchgeführt. Für die Sequenzierung mit Standard-Sequenzierungsprimern
wurden jeweils 15 μL der gereinigten Plasmid-DNA (s. 2.3.7) mit einer Konzentration von 50
bis 100 ng μL−1 in einem 1,5mL-safe lock Reaktionsgefäß an die Firma gesendet. Wurden für die
Sequenzierung spezi ische Primer verwendet, wurden 2 μL der entsprechenden Primer (10 μM)
zuden15 μLPlasmid-DNAgegebenund in einemGesamtvolumenvon17 μLeingesendet. DieAna-
lyse der Sequenzen wurde mit einer Testversion von ChromasPro 1.3 durchgeführt und Vektor-
und Insertsequenzen identi iziert. Mit den erhaltenen Sequenzen wurden Datenbankrecherchen
(EMBL-EBI, NCBI mittels nBlast und FASTA) und ein Abgleich mit dem Genom von Pleurotus
ostreatus (DOE-JGI Genomprojekt) durchgeführt.
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2.3.8 Bes mmung der Konzentra on von Nukleinsäuren

Die Konzentration von Nukleinsäuren wurde über die Messung der Extinktion bei einer Wellen-
länge von 260 nm bestimmt. Die Nukleinsäurekonzentration wurde aus der Absorption (E260),
der Verdünnung und einem für DNA bzw. RNA spezi ischen Multiplikationsfaktor4 berechnet.
Außerdemwurdemit Hilfe des Verhältnisses von E260 zu E280 die Reinheit der Nukleinsäure über-
prüft. Eine reine DNA-Lösung besitzt einen E260/E280-Wert von 1,8 und eine reine RNA-Lösung
von 2,0.

c = E260 · V · F (2)

E260 = Absorption bei 260 nm
V = Verdünnungsfaktor
F = Multiplikationsfaktor

2.4 Elektrophoresen

Die Gelelektrophorese wurde in der vorliegenden Arbeit zur Analyse von Proteinen und Nuklein-
säuren verwendet.

2.4.1 Agarosegelelektrophorese

Die Agarosegelelektrophorese wurde mit zwei verschiedenen Gelsystemen der Firma Peqlab
durchgeführt. Für kleine Gele (7 cm × 8 cm)wurde das PerfectBlue® Mini S-System und für große
Gele (12 cm × 14 cm) das PerfectBlue® Mini L-System (Tab. 2.1) verwendet. Außerdem wurden
folgende Puffer verwendet.

Puffer für die Agarosegelelektrophorese

50× Tris-Acetat-EDTA Elektrophoresepuffer (50× TAE)
Tris 2M
Essisgsäure 1M
0,5M EDTA pH8,0 50mM

Der Puffer wurde vor der Verwendung 1:50 mit VE-Wasser verdünnt 1×TAE.

6× Auftragspuffer
Bromphenolblau 0,25% (w/v)
Xylencyanol 0,25% (w/v)
Glycerol 30% (v/v)
41 E260 entspricht 50 ng μL−1 dsDNA bzw. 40 ng μL−1 RNA
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Durchführung

Die Agarosegelelektrophorese wurde für die Analyse von Plasmidpräparationen und PCR-Pro-
dukten eingesetzt (McDonell et al. 1977, Southern 1979). Für die Auftrennung hochmolekularer
Nukleinsäuren (> 2000 bp) wurden in der vorliegenden Arbeit 0,8%ige und 1%ige (w/v) Agaro-
segele, für die von niedermolekularen Nukleinsäuren (< 2000 bp) 1,2%ige (w/v) Agarosegele in
TAE verwendet. Die Agarose wurde in 56mL (kleine Gele) bzw. 168mL (große Gele) TAE-Puffer
durch Erhitzen in der Mikrowelle gelöst. Nach dem Abkühlen (<60 °C) unter Rühren wurde dem
Trägermaterial unmittelbar vor dem Gießen 0,01% (v/v) Ethidiumbromid-Lösung zugegeben.
Das Agarosegel wurde in den Gelträger mit eingesetztem Kamm gegossen, nach vollständiger
Polymerisation in die Elektrophoresekammer eingesetzt und vollständig mit 1× Laufpuffer über-
schichtet. Wurde für eine PCR 10× Coral load PCR Puffer (Qiagen) verwendet, wurden die
Probendirekt aufgetragen. AndereDNA-Probenwurden vor demAuftragenmit 6×Auftragspuffer
versetzt. Zur Abschätzung der Fragmentgrößen wurden zusätzlich 7 μL einer DNA-Leiter (Tab.
2.4) aufgetragen. Die Gelelektrophorese wurde horizontal mit einer konstanten Spannung von
maximal 10V cm−1 (80 bis 140V) durchgeführt. Die Auswertung erfolgte mittels UV-Detektion.
Die Dokumentation erfolgtemit der Geldokumentationsanlage der Firma Decon Science Tec (Tab.
2.1 mit UV-Transilluminator (312 nm)).

2.4.2 Polyacrylamid-Gelelektrophorese

Die Polyacrylamid-Gelelektrophoresen (PAGE)wurden unter nativen, halbnativen und denaturie-
renden Bedingungen durchgeführt (Creighton und Chasman 1997, Laemmli 1970). Für die Elek-
trophorese wurden die folgenden Gelkammern verwendet: Das PerfectBlue® Doppelgelsystem
Twin S von Peqlab bzw. das Mini-Protean® TetraSystem von BioRad (Tab. 2.1).

2.4.2.1 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese

Puffer und Lösungen für die SDS-PAGE

10×SDS-Elektrophoresepuffer
Tris-Base 250mM
Glycin 1,9M
SDS 1% (w/v)

Der Puffer wurde vor der Verwendung 1:10 mit VE-Wasser verdünnt (1× SDS-Elektrophorese-
puffer).
4×Lower-Tris
Tris-HCl 1,5M
SDS 0,4% (w/v)

Der pH-Wert des Puffers wurde mit 1M Natronlauge auf 8,8 eingestellt.
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4×Upper-Tris
Tris-Base 0,5M
SDS 0,4% (w/v)

pH-Wert des Puffers wurde mit 1M Natronlauge auf 6,8 eingestellt.
2,5×Probenauftragspuffer
1M Tris-HCl pH 6,8 125mM
SDS 5%(w/v)
Bromphenolblau 0,25% (w/v)
Glycerol 25% (v/v)

Der SDS-Gelladepuffer wurde aliquotiert und bei −20 °C gelagert.
DTT-Stocklösung
DTT 1M

Das DTT wurde in Reinstwasser gelöst und die Stocklösung bei −20 °C gelagert.
APS-Stocklösung
APS 40% (w/v)

Die Stocklösung wurde aliquotiert und bei −20 °C gelagert.

Durchführung

Zur Analyse von Proteinen wurde die diskontinuierliche SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese
verwendet. Dieses Verfahren nutzt die Tatsache, dass die meisten Proteine SDS binden und mit
diesem negativ geladene SDS-Protein-Komplexe bilden (Laemmli 1970). Bei der Probenvorbe-
reitung wurden die Proben (15 μL) mit einem Uberschuss an SDS (12 μL Probenauftragspuf-
fer) versetzt und 5min auf 95 °C erhitzt. Dabei wurde die Tertiär- und Sekundärstrukturen
durch Aufspaltung der Wasserstof brücken sowie durch Streckung der Moleküle gelöst. Die
Proben wurden danach sofort auf Eis abgekühlt und mit 3 μL Dithiothreitol (DTT) versetzt.
Als Molekulargewichtsstandard wurde der Größenstandard Page Ruler™ Unstained Protein
Ladder (Tab. 2.4) von Fermentas verwendet. Die Gele bestanden aus einem Trenngel (pH8,8)
und einem Sammelgel (pH6,8) mit einer Gesamtkonzentration von Acrylamid/Bisacrylamid (T)
von 12% bzw. 6% (siehe Tab. 2.19). Die Konzentration des Crosslinkers (Bisacrylamid) in der
Gesamtkonzentration betrug bei den Gelen 2,6% (C).

Tabelle 2.19: Zusammensetzung von Trenn- und Sammelgel

Trenngel (12%) Sammelgel (6%)

Reinstwasser 2,7mL 1,8mL
Lower-Tris 1,5mL
Upper-Tris 750 μL
Rothiphorese Gel 40 (37,5:1)a 1,8mL 450 μL
APS-Lösung 15 μL 10 μL
TEMED 7,5 μL 4,0 μL

a40% Acrylamid/Bisacrylamid im Mischungsverhältnis 37,5:1
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Die fertigen Gele wurden in die Gelkammer eingesetzt und mit 1×Laufpuffer überschichtet. Von
jeder Probe wurden abhängig vom Proteingehalt 5 bis 30 μL (5 μg pro Tasche) und zusätzlich auf
eine Spur 5 μL des Größenstandards (Tab. 2.4) aufgetragen. Der Lauf erfolgte bei konstant 10mA
pro Gel während die Proben sich im Sammelgel befanden. Sobald die Proben in das Trenngel
einliefen, wurde die Stromstärke auf 20mA pro Gel erhöht. Der Lauf wurde beendet, wenn die
Lauffront von Bromphenolblau den unteren Rand des Gels erreichte. Im Anschluss wurden die
Gele zum Nachweis von Proteinen entweder mit colloidalem Coomassie (s. 2.4.3.1) gefärbt oder
für den Western-Blot (s. 2.4.2.6) verwendet.

Bestimmung des Molekulargewichts
Die Bestimmung des Molekulargewichtes mittels SDS-PAGE erfolgte anhand eines Proteinstan-
dards. Die Logarithmen derMolekulargewichte der Standardproteinewurden gegen den Rf-Wert
ihrer Laufstrecke aufgetragen. Anhand der Regressionsgeradenwurde dasMolekulargewicht der
Zielproteine ermittelt.

2.4.2.2 Halbna ve SDS-PAGE

Die halbnative SDS-PAGE wurde analog zur SDS-PAGE durchgeführt, wobei ein Lauf- und ein
Probenauftragspuffer mit halber SDS-Konzentration verwendet wurden. Die Probe wurde nativ
– Probenvorbereitung ohne Kochen und Zugabe von DTT-Lösung – auf das Gel aufgetragen. Die
Elektrophorese wurde bei 4 °C durchgeführt.

2.4.2.3 Blue na ve Gelelektrophorese

Die blue native Gelelektrophorese beruht auf der Bindung des Farbstoffes SERVA Blue G an
die Proteine. Dieser Farbstoff ersetzt das denaturierende Detergenz SDS im Laufpuffer und
bildet negativ geladene Farbstoff-Protein-Komplexe, diemit nativer Struktur zur Anodewandern
(Wittig und Schägger 2008). Die Wanderung der Komplexe erfolgt bei physiologischem pH
unabhängig von ihrem pI. Der Farbstoff wurde mit einer Endkonzentration von 0,02‰ (w/v)
zum 1× Kathodenpuffer gegeben. Für die Elektrophorese wurden Gradientengele von Serva®
(Acrylamidkonzentration 3-12% (T), Quervernetzerkonzentration 2,6% (C), Schichtdicke 1mm)
verwendet und die Elektrophorese nach Herstellerangaben (10min 50V, 120min 200V) bei
4 °C durchgeführt. Die Proben wurden 1:2 mit blue native Probenauftragspuffer gemischt und
pro Tasche 5 bis 30 μL Probe (5 μg bzw. 15mU Aktivität) aufgetragen. Zusätzlich wurden 7,5 μL
nativer Proteinstandard (Tab. 2.4) aufgetragen.

2.4.2.4 Clear na ve Gelelektrophorese

Für die clear native Gelelektrophorese wurden dieselben Gele wie für die blue native Gelelek-
trophorese verwendet, wobei jedoch auf die Verwendung des Farbstoffes verzichtet wurde. Die
Elektrophorese wurde nach Herstellerangaben durchgeführt.
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2.4.2.5 Isoelektrische Fokussierung

Für die isoelektrische Fokussierung wurden Polyacrylamidgele mit immobilisierten Ampholinen
(pH-Gradient pH3-10) und einer Schichtdicke von 1mm verwendet (Serva®). Die Vorbereitung
der IEF-Gele erfolgte gemäßHerstellerangaben. Die Probenwurden1:2mit Probenauftragspuffer
gemischt und pro Tasche 10 bis 30 μL Probe (5 μg bzw. 15mU Aktivität) aufgetragen. Zur
Bestimmung des isoelektrischen Punkts wurden 5 μL eines IEF-Standards (Tab. 2.4) aufgetragen.
Die Elektrophorese wurde bei 4 °C unter folgenden Bedingungen durchgeführt:
60min U = 50V
60min U = 200V
30min U = 500V

Die isoelektrischenPunkte der Standardproteinewurden gegen ihre Laufstrecke aufgetragen. Die
isoelektrischen Punkte der Zielproteine wurden anhand der Regressionsgeraden ermittelt.

2.4.2.6 Western Blot

Zum Nachweis spezi ischer Proteine mit Antikörpern wurden diese aus einem Polyacrylamidgel
elektrophoretisch auf eine Membran übertragen. Dadurch liegen die Proteine exponiert an einer
Ober läche vor und können direkt und ungehindert mit anderen Stoffen (wie Antikörpern oder
Farbstoffen) reagieren.

Lösungen für den Western Blot

10× Wet-Blot Laufpuffer
Glycin 1,9M
Tris-Base 0,25M

1× Wet-Blot Laufpuffer
10×Wet-Blot Laufpuffer 100mL
Methanol 50mL
VE-Wasser ad 1 L

10× TBS-Puffer
Tris-HCl 0,5M
Natriumchlorid 1,5M

Der pH-Wert des Puffers wurde mit 1M Natronlauge auf pH7,5 eingestellt.
1× TBST-Puffer
10× TBS-Puffer 100mL
Tween® 20 1mL
Reinstwasser ad 1 L
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5%iges Milchpulver in TBST-Puffer
Milchpulver 50 g
1× TBST-Puffer ad 1 L

Strip-Lösung
Glycin 25mM
SDS 1%

Der pH-Wert wurde mit Salzsäure auf pH2,0 eingestellt.

Durchführung

Die SDS-PAGE wurde wie beschrieben vorbereitet und durchgeführt. Als Marker wurden 5 μL
Page Ruler Prestained Protein Ladder von Fermentas (Tab. 2.4) verwendet. Nach Beendigung des
Laufs wurden die aufgetrennten Proteine mittels Tank-Elektroblotter auf eine Polyvinyliden luo-
rid-Membran (Roti®-PVDF-Membran, Roth) übertragen.
Für das Blotten wurden die Membran und das Blottingpapier (Whatman®, Dassel) auf Gelgröße
zugeschnitten. Die Membran wurde 5min mit Methanol aktiviert und anschließend zusammen
mit dem Blottingpapier und Schwämmen in 1× Wet-Blot Laufpuffer equilibriert. Das Blotten
erfolgte für 1 h bei einer Spannung von 100V. Anschließend wurde die Membran vom Gel
getrennt undmit 30mL 5%iger Milchpulver-Lösung überschichtet. Die überschichtete Membran
wurde über Nacht imKühlschrank gelagert, um freie Bindestellen auf derMembran zu blockieren
und eine Hintergrundfärbung zu verhindern (Blocken).

2.4.2.7 Immunodetek on

Für den indirekten Nachweis von Proteinen wurden als Primärantikörper verschiedene Anti-
körper nach dem Blocken zur Milchpulverlösung auf die Membran gegeben und für 2 h bei
Raumtemperatur auf einem Taumelschüttler inkubiert.

MBP-tag

Für denNachweis von Proteinenmit einemMBP-tagwurde ein Anti-MBP-Antiserum
(aus Kaninchen) verwendet, das mit dem pMAL™ Protein Fusion and Puri ication
System (Tab. 2.5) bezogen wurde. Das Antiserum wurde 1:10 000 mit 5% (w/v)
Milchpulver in TBST-Puffer verdünnt.

His-tag

Für den Nachweis von Proteinen mit einem His-tagwurde ein polyklonaler Anti-His-
Antikörper (pAB aus Kaninchen, AK-online; # ABIN 195461) verwendet (1:5 000mit
5% (w/v) Milchpulver in TBST-Puffer verdünnt).
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AAO

Für den Nachweis der Arylalkoholoxidase wurde ein Antiserum aus Kaninchen
verwendet, das gegen die Aminosäuresequenz NQSFDNLFRDSSEFNA gerichtet ist. Das
Serum wurde 1:2 500 mit 5% (w/v) Milchpulver in TBST-Puffer verdünnt.

Anschließend wurde die Membran 3× je 10min mit TBST-Puffer gewaschen. Als sekundärer
Antikörper wurde ein Peroxidase-konjugierter Ziege-anti-Kaninchen (H+L) Antikörper verwen-
det. Der Antikörper wurde 1:15 000 mit TBST-Puffer verdünnt und die Membran für 1 h mit
der Lösung auf dem Taumelschüttler inkubiert. Danach wurde die Membran 3× je 10min mit
TBST-Puffer gewaschen. Nach demWaschen erfolgte der Nachweis der Proteine entweder durch
eine Chemolumineszenz-Reaktion oder durch eine kolorimetrisch-enzymatische Reaktion.
Variante A:
Eine Substrat-Lösung wurde durch Mischen von 0,7mL Luminol und 0,7mL Peroxidlösung
(Immobilon, Tab. 2.5) hergestellt und vorsichtig über die Membran pipettiert. Anschließend
wurde die Membran in Frischhaltefolie eingeschlagen und in eine Entwicklungsbox geklebt.
Innerhalb von 30min nach dem Start der Reaktion wurde ein Röntgen ilm (Kodak BioMax XAR)
5 bis 120 s belichtet und anschließend entwickelt (Entwicklermaschine von Canon Deutschland
GmbH, Krefeld). Alternativ wurde die Chemolumineszenz mit dem VersaDOC™MP 4000 Imaging
System dokumentiert.
Variante B:
Das kolorimetrische Färbereagenz wurde durch Mischen von 9mL destilliertem Wasser, 1mL
Opti-4CN-Diluent und 0,2mL des Substrates 4-Chlor-1-naphthol hergestellt. Die Lösung wurde
gründlich gemischt und vorsichtig über dieMembranpipettiert. DieMembranwurde fürmaximal
30min inkubiert und anschließend eingescannt. Die Visualisierung der Proteinbanden erfolgte
durch die Entstehung von dunkel gefärbten Präzipitaten.

2.4.2.8 Strippen und Rehybridisieren von Western Blots

Zur erneuten Verwendung bereits hybridisierter Membranen wurden die gebundenen Antikör-
per entfernt. Dafür wurde der Blot 45min bei RT auf dem Taumelschüttler mit der Strip-Lösung
gewaschen. Anschließend wurden Reste der Strip-Lösung mit TBST entfernt und die Membran
neu geblockt (5%iges Milchpulver in TBST-Puffer).
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2.4.3 Färbungen

2.4.3.1 Colloidal Coomassiefärbung

Die colloidale Coomassiefärbung (nach Kang et al. 2002) ist eine schnelle Färbemethode für
Proteine in Polyacrylamidgelen, die eine ähnliche Sensitivität wie eine Silberfärbung erreicht
(Dyballa und Metzger 2009). Für die Färbung wurde das Gel nach der Elektrophorese zunächst
dreimal 5min mit warmem Wasser gewaschen. Anschließend wurde das Gel mit colloidalem
Coomassie überschichtet und auf einem Taumelschüttler gefärbt, bis eine ausreichende Färbung
der Proteinbanden erreicht war. Danach wurde das Gel mit Wasser gewaschen, um eine bessere
Kontrastierung zu erreichen. Zur Dokumentation wurde das Gel eingescannt.

Färbelösung

Coomassie® Brilliant Blue G-250 0,1% (w/v)
Ethanol 10 % (v/v)
Aluminiumsulfat 5 % (w/v)
Phosphorsäure (85%ige) 2 % (v/v)

Für die Herstellung der Färbelösung wurde zunächst das Coomassie® Brilliant Blue G-250 in
Ethanol gelöst und anschließend das Aluminiumsulfat und die Phosphorsäure zugegeben. Die
Lösung wurde über Nacht unter Lichtausschluss gerührt und anschließend iltriert. Die fertige
Lösung wurde im Dunkeln gelagert und bis zu dreimal verwendet.

2.4.3.2 Färbung für Häm- und Metallenzyme

Die Hämfärbung (modi iziert nach Thomas et al. 1976 und Henne et al. 2001) wurde für den
Nachweis der Peroxidase (Prosthetische Gruppe Häm) nach nativer bzw. halbnativer PAGE und
IEF verwendet. Für die Färbung des Gels wurde eine TMB-Lösung (1,5mgmL−1 in Methanol)
frisch hergestellt. Anschließend wurden 30mL der Lösung mit 70mL Natriumacetat-Puffer
(250mM, pH5,0) gemischt. Das Gel wurde nach der Elektrophorese 45 bis 60min im Dunkeln
in der frisch hergestellten Färbelösung inkubiert. Anschließend wurde 100 μL 30%iges H2O2
(Endkonzentration 0,9mM) zugegeben und für 1min inkubiert. Das gefärbte Gel wurde kurz mit
Reinstwasser gewaschen und zur Dokumentation eingescannt.

2.4.3.3 Ak vitätsfärbungen

Für den spezi ischen Nachweis von Proteinen nach nativen elektrophoretischen Trennmethoden
– wie native bzw. halbnative PAGE und IEF – wurden Aktivitätsfärbungen durchgeführt. Dafür
wurde jede Probe zweimal auf ein Gel aufgetragen und das Gel nach der Elektrophorese
geteilt. Eine Hälfte wurde mit colloidalem Coomassie gefärbt, während mit der anderen Hälfte
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die Aktivitätsfärbung durchgeführt wurde. Vor der Aktivitätsfärbung wurde das Gel mit dem
entsprechenden Puffer gewaschen.

2.4.3.4 Ak vitätsfärbung mit ABTS

Für den Nachweis der Peroxidase wurde nach der Elektrophorese eine Aktivitätsfärbung mit
ABTS durchgeführt. Dafür wurde das Gel für 5min in 100mL frisch hergestellter Färbelösung
(5mM ABTS in 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,0) auf dem Taumelschüttler unter leichtem
Schütteln equilibriert. Anschließend wurden 150 μL 3%iges H2O2 (Endkonzentration 130 μM)
zugegebenund solangeweiter geschüttelt, bis einedeutliche Färbung erreichtwar. NachWaschen
mit Reinstwasser wurde das Gel dokumentiert.

2.4.3.5 Ak vitätsfärbung mit 3-Amino-9-ethylcarbazol (AEC)

Ebenfalls für den Nachweis der Peroxidase wurde das Chromogen AEC verwendet. Dafür wurde
das Gel mitWasser gewaschen und ca. 30min in 100mLMcIlvaine-Puffer (pH 5,0; s. 2.6.1) equili-
briert (Taumelschüttler). Anschließendwurden 50mg AEC in 1mL Aceton gelöst und dem Puffer
hinzugefügt. Die Färbung wurde durch die Zugabe von 150 μL 3%igem H2O2 (Endkonzentration
130 μM) gestartet unddasGel solangeweiter unter Schütteln inkubiert, bis diemaximale Färbung
erreicht war.

2.4.3.6 Ak vitätsfärbung mit α-Naphtylacetat (Esterasefärbung)

Der Nachweis von Esteraseaktiviät erfolgte mit α-Naphthylacetat und Echtblau. Dafür wurde das
Gel 30min in 200mL Phosphatpuffer pH7,45 unter Schütteln equilibriert. Danach wurden zu
dem Puffer die α-Naphthylacetat- und Echtblaulösung gegeben und ca. 30min bis zurmaximalen
Färbung der Esterasebanden inkubiert.
Für die Herstellung der α-Naphthylacetatlösung wurden 40mg des Substrates in 1 bis 2mL Ace-
ton gelöst und solange mit VE-Wasser versetzt, bis eine Trübung einsetzte. Für die Echtblau-Lö-
sung wurden 100mg Fast Blue RR-Salz in 5mL Methanol gelöst.

5A – 66mM KH2PO4, B – 66mM Na2HPO4; A und B wurden gemischt, um pH7,4 einzustellen
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2.5 Proteinbiochemische Arbeiten

2.5.1 Heterologe Expression

2.5.1.1 Heterologe Expression in Escherichia coli

Vor der rekombinanten Produktion von Proteinen im 100mL-Maßstab wurde die Expression in
einemMiniexpressionstest (3mL-Expressionskultur) überprüft.
Für die Proteinexpression wurden zunächst 3mL-Ubernachtkulturen (s. 2.2.3.8) vorbereitet.
Nach dem Animpfen des Mediums wurde zusätzlich eine Agarplatte angeimpft, um von dem-
selben Klon erneut Proteine gewinnen zu können. Mit 30 μL (1% (v/v)) der Ubernachtkultur
wurden 3mL LB-Medium (mit Antibiotika) in einem 15mL-Falcon Tube inokuliert. Die Kultur
wurde bei 37 °C und 225Umin−1 im Luftschüttler inkubiert, bis eine Zelldichte (OD600) von 0,5-
0,8 erreicht wurde. Anschließend erfolgte die Induktion der Expression und die Kulturenwurden
wie unter A–C beschrieben weitergeführt. Vor der Induktion (VI) und am Ende der Kultivierung
(NI) wurde jeweils ein 500 μL-Aliquot entnommen, bei 14 000Umin−1 (18 000 ×g) für eine 1min
pelletiert, der Uberstand verworfen und das Zellpellet in 50 μL Auftragspuffer resuspendiert.
Anschließend wurden die Proben für 5min bei 95 °C erhitzt und nach dem Abkühlen 5 μL DTT
zugefügt. Zur Kontrolle der Expression wurden 10 μL der Proben mittels SDS-PAGE analysiert.
Als Negativkontrolle wurde jeweils der entsprechende Vektor ohne Insert im verwendeten
Expressionsstammmitgeführt.
Die Produktion im 100mL-Maßstab erfolgte analog zur Miniexpression. Dafür wurden 100mL
LB Medium (mit Antibiotika) in einem 250mL-Erlenmeyerkolben mit 1mL (1% (v/v)) der
Ubernachtkultur inokuliert.
Im Rahmen dieser Arbeit wurden zur Steuerung der Expression verschiedene Operons und
Induktionsmechanismen verwendet (siehe A–C).

A — Expression mit pMAL
Für die Expressionsversuche wurden die Klone pMAL-c4xAAO# c7 und pMAL-c4x AAO# c10
sowie die Klone pMAL-p4x AAO#p1 und pMAL-p4x AAO#p3 verwendet. Die Expression wurde
durch Zugabe von IPTG ( inal 0,3mM) induziert. Dem Expressionsmedium wurde zusätzlich
0,2% (w/v) Glucose zugefügt, um das E. coli eigene Maltose-System zu reprimieren. Dadurch
wird die Expression von Amylasen unterdrückt, die zu Problemen bei der Reinigung des Fusi-
onsproteins über die Amylosesäule führen können. Diese Enzyme können die Maltose aus dem
Säulenmaterial freisetzen und so die Bindung des Fusionsproteins an die Säule verhindern bzw.
das Protein von der Säule eluieren (Handbuch pMAL Proteinfusions- und Reinigungssystem). Die
Expression erfolgte für 3 h bei 37 °C bzw. für 16 h bei 20 °C.
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B — Expression mit pET 15b
Für die Expression wurden die Klone pET15bAAO#1(3) und pET15bAAO#1(5) verwendet.
Die Induktion der Expression des Fusionsproteins erfolgte durch Zugabe von IPTG ( inal 0,3mM).
Anschließend wurden die Kulturen 3 h bei 37 °C inkubiert.
C — Expression pCold-System und Chaperon-Koexpression
Die Koexpression der Arylalkoholoxidase mit Chaperonen erfolgte unter Verwendung des
pCold-Systems und des Chaperon Plasmid Sets der Firma TaKaRa Bio Inc.. pCold I wurde als
Expressionsplasmid aus der pCold-Serie ausgewählt. Für die ef iziente Expression bei niedrigen
Temperaturen nutzen die Plasmide dieser Serie den durch einen Kälteschock induzierbaren
cspA-Promotor (Qing et al. 2004). Weiterhin unterstützen sie die Koexpression von Chaperonen.
Für die Expression wurde Vektor der pColdI-AAO (Tab. 2.18) konstruiert. Das Chaperon Plasmid
Set stellt eine Auswahl an Plasmiden mit verschiedenen Chaperongenen zur Verfügung (Tab.
2.10).
Die optimalen Chaperone und die optimalen Bedingungen für die Koexpression sind laut Her-
steller für jedes Protein sehr unterschiedlich undmüssen daher experimentell bestimmt werden.
Daher wurden für die Koexpression der Arylalkoholoxidase drei verschiedene Chaperonkom-
binationen ausgewählt, um mögliche Effekte auf das Produktionslevel und die Löslichkeit der
Arylalkoholoxidase zu untersuchen. Die Koexpression erfolgte mit den cytoplasmatischen Chape-
ronenGroEL/GroES (pGro7) oder demTriggerfaktor (pTf16).Weiterhinwurdendiese Chaperone
gemeinsam (pG-Tf2) mit der Arylalkoholoxidase koexprimiert. Daneben wurden der Zeitpunkt
der Induktion, die Konzentration der Induktoren, die Kultivierungstemperatur und –dauer opti-
miert. Als Negativkontrollen dienten entweder Zellen mit einem leeren Expressionsvektor bzw.
Zellen, die nicht mit IPTG induziert wurden. Die Effekte der unterschiedlichen Kombinationen
und Variationen wurden zunächst in 3mL-Kulturen untersucht.

I. Optimierung der Induktion
Die Induktion der Expression der Arylalkoholoxidasewurde zu verschiedenen Zeitpunkten von
der frühen (OD600 0,3–0,4) bis zur späten exponentiellen Phase (OD600 ≥ 0,6) durchgeführt.
Dafür wurde die Kultur für 15 bis 30min auf Eis abgekühlt (Kälteschock-Induktion, pColdI)
und anschließend 15 bis 30min bei 15 °C ohne Schütteln inkubiert. Außerdem wurde der
Induktor IPTG (pColdI) über einen Konzentrationsbereich von 0,25 bis 1mM eingesetzt. Der
Zeitpunkt der Induktion der Chaperonexpression wurde ebenfalls variiert und zum Beginn
der Kultivierung, jedoch spätestens parallel zum Kälteschock, durchgeführt. Weiterhin wurde
untersucht, welchen Ein luss das Konzentrationsverhältnis der verwendeten Induktoren auf
die Produktmengen von Zielprotein und Chaperonen hat. Dafür wurde zunächst bei konstanter
IPTG-Konzentration (0,5mM) die Konzentration der Chaperoninduktoren variiert. Die Kon-
zentration des Induktors -Arabinose (pTf16 und pGro7) wurde in einem Bereich von 0,25
bis 1mgmL−1 und die Konzentration von Tetracyclin (pG-Tf2) im Bereich von 1 ngmL−1 bis
10 ngmL−1 variiert. Die Kultivierungstemperatur von 37 °C wurde erniedrigt und in einem
Temperaturbereich von 8 bis 15 °C über einen Zeitraum von 24 bis 48 h untersucht.
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II. Expressionsprotokoll für die Arylalkoholoxidase
Für die Expression wurde eine 3mL-Ubernachtkultur vorbereitet (s. 2.2.3.8). Die Proteinex-
pression erfolgte im 10mL- bzw. 100mL-Maßstab. Dafür wurden 10mL LB-Medium (mit
Antibiotika) in einem 50mL-Falcon Tube bzw. 100mL LB-Medium (mit Antibiotika) in einem
250mL-Erlenmeyerkolben mit 1% (v/v) der Vorkultur inokuliert. Die Kultur wurde im Luft-
schüttler bei 37 °C und 225Umin−1 inkubiert. Nach 1 h wurden die Induktoren für die Cha-
peronexpression hinzugefügt. Abhängig vom verwendeten Plasmid wurde die Expression der
Chaperonemit 0,25mgmL−1 -Arabinose bzw. 5 ngmL−1 Tetracyclin induziert. Nach Erreichen
einer Zelldichte (OD600) von 0,3 wurde die Expression der Arylalkoholoxidase durch einen
Kälteschock und IPTG induziert. Die Kultur wurde dazu in einem Eiswasserbad für 15min
abgekühlt und anschließend für 30min bei 15 °C ohne Schütteln inkubiert. Anschließend
erfolgte die Zugabe von 0,5mM IPTG. Nach der Induktion wurden die Kulturen bei 10 °C für
36 h bei 225Umin−1 unter Schütteln inkubiert.
Für eine regelmäßige Inokulation von Flüssigkulturen wurden Stammplatten mit transfor-
mierten Zellen bei 4 °C gelagert. Da unter diesen Lagerbedingungen der cspA-Promotor des
pCold-Vektors aktiv ist, wurde überprüft, ob die Zellen den Vektor ausschleusen. Dafür wurde
das Expressionslevel von Bakterienkulturen, deren Vorkultur mit Zellen einer Stammplatte
angeimpft wurde, mit Kulturen verglichen, deren Vorkultur mit Zellen eines Glycerolstocks
angeimpft wurde.

Kulturernte
Im Anschluss an die Expression wurden die Zellen geerntet. Dazu wurden die Kulturen bei
4 200Umin−1 (4 100 ×g), 4 °C für 10min zentrifugiert und der Uberstand verworfen. Das Pellet
wurde bei −20 °C gelagert oder direkt für den Zellaufschluss weiter verwendet.

2.5.1.2 Heterologe Expression in Hansenula polymorpha

Für die Expression der Esterase wurde die Hefe Hansenula polymorpha RB11 mit den Vektoren
pFPMT-mEPS-H6 #15-3 bzw. pFPMT-mEPS-H6 #15-4 transformiert. Als Negativkontrollstamm
diente der Stamm pFPMT/RB11, bei dem Vektor pFPMT121 ohne Insert genomisch integriert
wurde (Artes Biotechnology).
Die Kultivierung der Stämme zwecks Produktbildung erfolgte im 12mL-Maßstab bei 37 °C und
180Umin−1. Zunächst wurden die Stämme für 16 h als YPD-Kulturen inkubiert. Unter dieser
Bedingung liegt der die Fremdgene steuernde FMD-Promotor Glucose-reprimiert vor. 800 μL der
dichtgewachsenen YPD-Kultur wurden in 12mL YNB mit 2% Glycerol überführt. Die Inkubation
erfolgte für 68 h, bis eine Zelldichte vonOD600≥2,5 erreichtwurde.Währenddieser sogenannten
Derepressionsphase ist der FMD-Promotor aktiv, da die Glucoserepression aufgehoben ist. Für
Folgeexperimente wurden Gesamtzellextrakte aus solchen Kultivierungen eingesetzt.
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2.5.2 Methoden für den Zellaufschluss

Nach der heterologen Expression wurden die Zellen aufgeschlossen. Hierfür wurden enzymati-
sche und verschiedene physikalische Aufschlussverfahren eingesetzt.

2.5.2.1 Mechanischer Zellaufschluss von Bakterien (Ultraschallaufschluss)

Für den Ultraschallaufschluss wurde das Zellpellet auf Eis aufgetaut. Danach wurden 4mL
Aufschlusspuffer bzw. LEW-Puffer (s. 2.5.4.1) zugegeben und die Zellen resuspensiert. Die Probe
wurde anschließend in ein 15mL-Falcon Tube überführt und mit Ultraschall aufgeschlossen.
Während der Beschallung (10×15 s, Output Control 3) wurde die Probe durch eine Eis-Ethanol-
Mischung gekühlt. Durch eine 60minütige Zentrifugation bei 4 °C und14 000Umin−1 (18 000 ×g)
wurden die löslichen Bestandteile von dem Zelldebris getrennt. Vom Uberstand wurden 20 μL
entnommen und mit 5 μL Auftragspuffer versetzt. Vom Pellet wurde eine Probe genommen und
in 50 μL Auftragspuffer aufgenommen. Mittels SDS-PAGE wurde überprüft, ob das Zielprotein in
der löslichen oder unlöslichen Fraktion vorlag. Uberstände mit Zielprotein wurden bei 4 °C und
Zellpellets bei −20 °C gelagert.
Aufschlusspuffer

Tris–HCl pH8 50mM
Natriumchlorid 100mM
DTT 1mM
EDTA 1mM

2.5.2.2 Enzyma scher Zellaufschluss von Bakterien

Der enzymatische Zellaufschluss wurde mit Benzonase und Lysozym durchgeführt. Dafür wurde
das Zellpellet in der Lösung für den enzymatischen Aufschluss resuspendiert und 1 h bei
Raumtemperatur inkubiert.
Lösung für den enzymatischen Aufschluss

Tris–HCl pH7,5 20mM
Benzonase 10UmL−1
Magnesiumchlorid 2mM
Lysozym 1mgmL−1
PMSF 1mM

Optional wurden die Zellen zusätzlich 10× für 10 s mittels Ultraschall aufgeschlossen und
anschließend die Zellfragmente pelletiert (15min, 11 200Umin−1, 11 400 ×g, 4°C). Der Uber-
standwurde für die Aktivitätsbestimmung eingesetzt, um lösliches, aktives Enzymnachzuweisen.
Außerdem wurde der Aufschluss mittels SDS-PAGE kontrolliert.
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2.5.2.3 Osmo scher Zellaufschluss von Bakterien

Die rekombinanten Proteine aus dem Periplasma wurden durch einen osmotischen Aufschluss
gewonnen. Dafür wurde das Zellpellet in 30mM Tris-HCl pH 8,0 mit 20% Saccharose (80mL
Puffer pro g Zellen) resuspendiert. Nach Zugabe von1mMEDTAwurde die Suspension für 10min
bei Raumtemperatur geschüttelt. Anschließend wurden die Zellen pelletiert (8 500Umin−1,
8 000 ×g, 4 °C, 10min). Der Uberstand wurde verworfen, die Zellen in eiskalter 5mM Magnesi-
umsulfatlösung (80mL Puffer pro g Zellen) aufgenommen und 10min in einem Eiswasserbad
geschüttelt. Die Zellen wurden erneut pelletiert (8 500Umin−1, 8 000 ×g, 4 °C, 20min) und dabei
die periplasmatische Fraktion als Uberstand erhalten.

2.5.2.4 Mechanischer Zellaufschluss von Hefen (Glasperlenaufschluss)

Hansenula polymorpha wurde mit Hilfe von Glasperlen aufgeschlossen. Dafür wurden 10mL
einer Flüssigexpressionskultur mit einer OD600 von 3 pelletiert. Das Pellet wurde in 500 μL
Hefe-Aufschlusspuffer resuspendiert. Die Zellsuspension wurde in ein 1,5mL-Reaktionsgefäß
überführt und auf das gleiche Volumen (500 μL) Glasperlen (ø 0,5mm, Roth) gegeben und
15×30 s mittels Vortexer aufgeschlossen. Nach Zugabe von weiteren 500 μL Aufschlusspuffer
wurde 15×15 s gevortext. Der Uberstand wurde nach Absinken der Glasperlen in ein neues
Reaktionsgefäß überführt und als Gesamtzellextrakt bezeichnet. Während des Zellaufschlusses
erfolgte eine ständige Kühlung auf Eis.

Hefe-Aufschlusspuffer

Tris–HCl pH7,5 50mM
Natriumchlorid 150mM
Tween® 20 0,1%

2.5.2.5 Mechanischer Aufschluss von Pleurotus sapidus (Mörsern)

DasMyzel von Pleurotus sapiduswurde für die Isolierung der Gesamt-RNA aufgeschlossen. Dafür
wurde das Myzel mit lüssigem Stickstoff gefroren und nach der Zugabe von Aufschlusspuffer
(RNeasy Plant Mini Kit, 450 μL pro 100mg) mit Mörser und Pistill aufgeschlossen.

2.5.3 Konzentrierung und Umpufferung

Abhängig vomProbenvolumenwurdenMacrosep®-,Microsep®- oderNanosep®-Zentrifugations-
einheiten (Pall GmbH, Dreieich) mit einer Ausschlussgröße (MWCO6) von 10 kDa verwendet. Vor
der ersten Verwendung wurden die Zentrifugationseinheiten 3× mit Reinstwasser gewaschen
(4 500Umin−1, 4 700 ×g, 4 °C).
6molecular weight cut off
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2.5.4 Proteinreinigung

Zur Reinigung der rekombinanten Proteine wurden im Rahmen dieser Arbeit verschiedene chro-
matographische Methoden eingesetzt. Durch die Klonierung der codierenden DNA-Sequenzen in
geeignete Vektoren wurden Konstrukte mit verschiedenen tags für die spätere Reinigung her-
gestellt (MBP, His6). Zur Reinigung von Fusionsproteinen wurde die Af initätschromatographie
verwendet, Proteine ohne einen tagwurden mittels FPLC gereinigt.

2.5.4.1 Na ve Reinigung über Ni2+-Affinitätschromatographie

Reinigung über Protino® Ni-TED 1000 Säulen
Die Reinigung der heterolog exprimierten Arylalkoholoxidase erfolgte bei konstant 4 °C mittels
Af initätschromatographie unter Verwendung des His-tags über Protino® Ni-TED1000 Säulen
(Macherey–Nagel). Dafür wurde zunächst die Protino® Säule mit 2×2mL LEW-Puffer7 equili-
briert, der Uberstand mit dem Zielprotein nach Zellaufschluss auf die Säule gegeben und der
Durchbruch (D) aufgefangen. Anschließend wurde die Säule zweimal mit 2mL LEW-Puffer
gewaschen (W1 und W2). Die Elution der gebundenen Proteine erfolgte in zwei Schritten mit
je 1,5mL Elutionpuffer (E1 und E2). Die Kontrolle der Reinigung erfolgte mittels SDS-PAGE.

LEW-Puffer8

Natriumdihydrogenphosphat 50mM
Natriumchlorid 300mM

Der pH-Wert des Puffers wurde mit Natronlauge auf 8,0 eingestellt.

Elutionspuffer

Natriumdihydrogenphosphat 50mM
Natriumchlorid 300mM
Imidazol 250mM

Der pH-Wert des Puffers wurde mit Natronlauge auf 8,0 eingestellt.

Reinigung über Ni2+-NTA-Agarose beads
NebenderReinigungmit kommerziell erhältlichenSäulenwurdedieReinigungmitNi2+-NTA-Aga-
rose im batch-Verfahren durchgeführt. Für die Proteinreinigung aus einer 100mL-Kulturwurden
100 μL Ni2+-NTA-Agarose eingesetzt. Die Reinigung erfolgte bei 4 °C. Die Proteine wurden
über Nacht auf dem Rollmischer an die beads gebunden. Anschließend wurden die beads bei
800Umin−1 (60 ×g) abzentrifugiert und der Uberstand verworfen. Danach wurde die Matrix
dreimal mit 2mL Waschpuffer gewaschen. Dafür wurden die beads in 2mL Waschpuffer auf-
genommen und für 5min gemischt (Rollmischer). Anschließend wurden die beads erneut
7Lysis-, Equilibrierungs- und Wasch-Puffer
8Protino® Puri ication System
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pelletiert und der Uberstand verworfen. Die Elution erfolgte analog zumWaschen. Hierbei wurde
Elutionspuffer (1× 250 μL und 2× 500 μL) mit Imidazol verwendet, um die Proteine von der
Matrix zu lösen. Die Uberstände wurden aufgehoben. Um das Imidazol zu entfernen, wurden die
Eluate mittels Zentrifugationröhrchen (s. 2.5.3) umgepuffert.
Waschpuffer

Tris-HCl pH 8,0 20mM
Natriumchlorid 100mM
DTT 1mM
EDTA 1mM
Imidazol 10mM

Elutionspuffer

Tris-HCl pH 8,0 20mM
Natriumchlorid 100mM
DTT 1mM
EDTA 1mM
Imidazol 250mM

2.5.4.2 Denaturierende Reinigung mi els Ni2+-Affinitätschromatographie

Die Arylalkoholoxidase wurde zum Teil unlöslich in inclusion bodies exprimiert. Die hetero-
log exprimierten Proteine liegen hier meist nur partiell gefaltet vor. Zur Isolierung müssen
die inclusion bodies solubilisiert und das enthaltene Protein vollständig denaturiert werden.
Dafür wurde das Pellet in 5mL Solubilisierungspuffer aufgenommen und die Zellen mittels
Ultraschall (5×15 s) resuspendiert. Der im Solubilisierungspuffer enthaltene Harnstoff zählt
zu den chaotropen Reagenzien und verhindert eventuelle Fehlfaltung durch die Ausbildung
nicht-kovalenter Bindungen der Aminosäureseitengruppen. Das enthaltene Reduktionsmittel
(β-Mercaptoethanol) verhindert die Oxidation von Sul hydryl-Gruppen zu Disul idbrücken. Im
Solubilisierungsansatz liegt das Protein damit vollständig denaturiert vor. Für die Solubilisierung
der Proteine aus inclusion bodieswurde die Suspension über Nacht bei 4 °C auf dem Rollmischer
inkubiert. Anschließend wurde der Zelldebris durch Zentrifugation entfernt (30min, 20 °C,
9 500Umin−1, 10 000 ×g).

Solubilisierungs-, Equilibrierungs- und Waschpuffer für die Arylalkoholoxidase
Natriumphosphat-Puffer pH8,0 50mM
Natriumchlorid 300mM
β-Mercaptoethanol 30mM
EDTA 1mM
Harnstoff 8M
Imidazol 10mM
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Solubilisierungs-, Equilibrierungs- und Waschpuffer für die Esterase
Tris–HCl pH 8,0 20mM
EDTA 2mM
DTT 10mM
Harnstoff 8M
Imidazol 10mM

Die denaturierende Reinigung erfolgte äquivalent zur nativen Reinigung. Für die Elution wurde
ein denaturierender Elutionspuffer verwendet.
Denaturierender Elutionspuffer für die Arylalkoholoxidase
Natriumphosphatpuffer-Puffer pH 8,0 50mM
Natriumchlorid 300mM
β-Mercaptoethanol 30mM
EDTA 1mM
Harnstoff 4M
Imidazol 250mM

Denaturierender Elutionspuffer für die Esterase
Tris-HCl pH 8,0 20mM
EDTA 2mM
DTT 10mM
Harnstoff 4M
Imidazol 250mM

2.5.4.3 Amylose-Affinitätschromatographie

Die Reinigung des Fusionsproteins (rekombinante MBP-AAO) aus der löslichen Fraktion erfolgte
über Af initätschromatographie (Amylosebeads). Die Beladung der beads mit dem Zielprotein
erfolgte im batch-Verfahren. Hierzu wurde der Uberstand mit dem Zielprotein nach dem Ultra-
schallaufschluss (s. 2.5.2.1) einer 100mL-Kultur 1:5 mit Säulenpuffer verdünnt und zu 13,5mL
Amylosebeads gegeben. Die Beladung der beads erfolgte über Nacht unter Rollen bei 8 °C. Zum
Waschen und Eluieren wurden die beads in eine Säule überführt (Bettvolumen ~8mL). Die
beads wurden mit 12 Säulenvolumen Waschpuffer gewaschen. Die Elution erfolgte mit 30mL
Elutionspuffer, der 10mM Maltose enthielt. Das Eluat wurde in 1,5mL-Fraktionen aufgefangen
und die proteinhaltigen Fraktionen vereinigt und konzentriert.

Säulen- und Waschpuffer

Tris-HCl pH 7,4 20mM
Natriumchlorid 200mM
EDTA 1mM
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Elutionspuffer

Tris-HCl pH 7,4 20mM
Natriumchlorid 200mM
Maltose 10mM
EDTA 1mM

2.5.4.4 Fast Protein Liquid Chromatography (FPLC)

Die Reinigung von Proteinen ohne tag und die Bestimmung des Molekulargewichts erfolgte mit
Hilfe der FPLC. Für die Reinigung der Peroxidase aus demKulturüberstandwurden verschiedene
Trennprinzipien der Flüssigchromatographie untersucht und geeignete Trennverfahren ausge-
wählt.
Die Auswahl geeigneter Trennprinzipien und die Optimierung der Reinigung der heterolog
exprimierten Peroxidase aus Pleurotus sapidus erfolgte mit Säulen (Säulenvolumen 1mL) aus
demHiTrap HIC Selection Kit und demHiTrap IEX Selection Kit. Die Beladung der Säulen erfolgte
mit Hilfe einer 1mL-Probenschleife. Die Flussrate betrug 1mLmin−1. Während des gesamten
FPLC-Laufes wurden Fraktionen mit einem Volumen von 0,5 bzw. 1,0mL aufgefangen. Der
Nachweis von Proteinen in den gesammelten Fraktionen erfolgtemittels Bradford-Assay (s. 2.5.6)
bzw. SDS-PAGE (s. 2.4.2.1). Das Zielenzymwurdemit dem ABTS-Assay nachgewiesen (s. 2.6.3.2).

Tabelle 2.20: Säulen für die Auswahl geeigneter Trennprinzipien

Säule Eigenschaft

HiTrap HIC Selection Kit

Phenyl Sepharose High Performance

↓Butyl-S Sepharose High Perfomance zunehmende
Butyl Sepharose High Performance Hydrophobizität
Octyl Sepharose 4 Fast Flow

HiTrap IEX Selection Kit

SP Sepharose Fast Flow starker Kationentauscher
SP Sepharose XL starker Kationentauscher
CM Sepharose Fast Flow schwacher Kationentauscher
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2.5.4.5 Hydrophobe Interak onschromatographie

Die Elution des Zielproteins von den Säulen des HiTrap HIC Selection Kits erfolgte zunächst mit
einem linearen Gradienten über 15mL von 0% nach 100% Elutionspuffer. Anschließend wurde
die Reinigung optimiert. Dabeiwurde die Reinigungsleistung jeder Säule bei der Verwendung von
50mM Natriumacetat-Puffer pH4,0 bzw. 6,0 und verschiedener Gradienten beurteilt. Die beste
Reinigung wurde mit folgenden Parametern erzielt:

Tabelle 2.21: Parameter der hydrophoben Interak onschromatographie

Säule HiTrap Phenyl FF
Säulenvolumen 1mL
Probenschleife 1mL
Flussrate 1mLmin−1
Fraktionsgröße 1mL
Startpuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 + 1M (NH4)2SO4 (Pumpe B)
Elutionspuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 (Pumpe A)
Probe Kulturüberstand von Trichoderma reesei mit rPsaDyP, konzentriert und

umgepuffert auf den Startpuffer

Methode:

1) UV-Lampe an
2) Autozero
3) Startpuffer (1mL)
4) Injektion der Probe (1mL) und Spülen der Schleife mit Startpuffer (1mL)
5) Startpuffer (10mL)
6) Linearer Gradient über 2mL von 0% nach 58% Elutionspuffer
7) 58% Elutionspuffer (5mL)
8) Linearer Gradient über 5mL von 58% nach 100% Elutionspuffer
9) 100% Elutionspuffer (10mL)

10) Linearer Gradient über 2mL von 100% nach 0% Elutionspuffer
11) Startpuffer (10mL)
Die Fraktionen der Peaks, in denen Peroxidase-Aktivität nachgewiesen wurde, wurden vereinigt
und in den Startpuffer der zweiten Reinigungsstufe (50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0) umge-
puffert. Anschließend erfolgte die Reinigung mittels Ionenaustauschchromatographie.
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2.5.4.6 Ionenaustauschchromatographie

Die SäulendesHiTrap IEXSelectionKitswurdenanalog zudenSäulendesHIC-Kits getestet. Dabei
wurde zunächst ein linearer Gradient über 10mL von 0% nach 100% Elutionspuffer verwendet.
Als Elutionspuffer wurde 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 mit 1M NaCl verwendet. Nach der
Optimierung wurde die beste Reinigung mit folgenden Parametern erzielt:

Tabelle 2.22: Parameter der Ka onenaustauschchromatographie

Säule HiTrap SP FF
Säulenvolumen 1mL
Probenschleife 1mL
Flussrate 1mLmin−1
Fraktionsgröße 500 μL
Startpuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 (Pumpe A)
Elutionspuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 + 1M NaCl (Pumpe B)
Probe aktive Fraktionen aus der HIC-Chromatographie, konzentriert und umge-

puffert in den Startpuffer

Methode:

1) UV-Lampe an
2) Autozero
3) Startpuffer (1mL)
4) Injektion der Probe (1mL) und Spülen der Schleife mit Startpuffer (1mL)
5) Startpuffer (7,5mL)
6) Linearer Gradient über 1mL von 0% nach 10% Elutionspuffer
7) 10% Elutionspuffer (16mL)
8) Linearer Gradient über 1mL von 10% nach 100% Elutionspuffer
9) 100% Elutionspuffer (10mL)

10) Startpuffer (10mL)
Die aktiven Fraktionen der zweiten Reinigungsstufe wurden vereinigt und in 50mM Natrium-
acetat-Puffer pH4,0 umgepuffert.
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2.5.4.7 Scale up der zweistufigen Reinigung

Für die präparative Reinigung der rPsaDyP wurde der Maßstab des Reinigungsprotokolls, das
durch die Vorversuche etabliert wurde, vergrößert. Dabei erfolgte die Beladung der Säulen
über das Umschaltventil an Pumpe A (Position 4). Für die zweite Reinigungsstufe wurde eine
selbstgepackte Säule (XK 16/20) mit SP Sepharose FF als Säulenmaterial verwendet. Während
der Reinigung wurden die proteinhaltigen Fraktionen mit Hilfe des Fraktionssammlers aufge-
fangen. Die Messung der Proteinkonzentration erfolgte mittels Bradford-Assay (s. 2.5.6) und der
Nachweis der DyP-Typ Peroxidase mittels ABTS-Assay (s. 2.6.3.2).

Tabelle 2.23: Verwendete FPLC-Säulen und Zubehör nach dem Scale Up

Säule/Zubehör Funktion

HiTrap Phenyl FF (high sub) 16/10 Hydrophobe Interaktionschromatographie
XK 26/200 Column Leersäule
SP Sepharose Fast Flow Säulenmaterial (starker Kationentauscher)
Packingreservoir RK 16/26 Säulenpackhilfe

Packen der Säule

Als Matrix für die selbstgepackte Säule XK 20/26 wurde SP Sepharose FF verwendet. Das
Chromatographiematerial wurde als eine 50%ige Suspension in 20% Ethanol bezogen. Für eine
Säulemit einemBettvolumen von ca. 25mLwurde das 2,5-Fache Volumen der Vorratssuspension
verwendet. Mit Hilfe des Packingreservoirs RK 16/26 wurde die Leersäule XK 16/26 mit dem
Packungsmaterial gefüllt und das Säulenmaterial mit einer Flussrate von 2mLmin−1 (23 cmh−1)
sedimentiert (2 Säulenvolumen). Anschließend wurde der Adapter mit Stempel an die Säule
angebaut und der Stempel so platziert, dass er exakt das Bett berührt. Dannwurde das Säulenbett
mit einer steigenden Flussrate komprimiert, wobei der Druck unter 43 psi gehalten wurde, bis
das Säulenmaterial eine stabile Packung aufwies. Anschließendwurde der Stempel erneut direkt
über dem Säulenbett positioniert.
Die Qualität der gepackten Säule wurde über die Pulsantwort (

”
Acetontest“) getestet. Dafür

wurde Wasser als Laufmittel und eine 1%ige Acetonlösung als Probe verwendet und die Zahl
der theoretischen Trennböden sowie die Peaksymmetrie bestimmt.
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Tabelle 2.24: Parameter der hydrophoben Interak onschromatographie nach Scale up

Säule HiTrap Phenyl FF (High Sub) 16/10
Säulenvolumen 20mL
Probenauftrag über Pumpe A (Position 4)
Flussrate 3mLmin−1
Fraktionsgröße 4mL
Startpuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 + 1M (NH4)2SO4(Pumpe B)
Elutionspuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 (Pumpe A)
Reinigung Reinstwasser (Pumpe A)
Probe Kulturüberstand von Trichoderma reesei mit rPsaDyP, konzentriert und

umgepuffert auf den Startpuffer

Methode:

1) UV-Lampe an
2) Autozero
3) Startpuffer (5mL)
4) Injektion der Probe (12mL)
5) Startpuffer (40mL)
6) Linearer Gradient über 40mL von 0% nach 58% Elutionspuffer
7) 58% Elutionspuffer (25mL)
8) Linearer Gradient über 30mL von 58% nach 100% Elutionspuffer
9) 100% Elutionspuffer (75mL)

10) Reinigung (40mL)
11) 100% Startpuffer (60mL)

Die Fraktionen der Peaks, in denen Peroxidase-Aktivität nachgewiesen wurde, wurden vereinigt
und in den Startpuffer der zweiten Reinigungsstufe umgepuffert. Anschließend erfolgte die
Reinigung mittels Ionenaustauschchromatographie.
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Tabelle 2.25: Parameter der Ionenaustauschchromatographie nach Scale up

Säule XK 16/20
Säulenmaterial SP Sepharose Fast Flow (starker Kationentauscher)
Säulenvolumen 25mL
Probenauftrag über Pumpe A (Position 4)
Flussrate 3mLmin−1
Fraktionsgröße 2mL
Startpuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 (Pumpe A)
Elutionspuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 + 1M NaCl (Pumpe B)
Reinigungspuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 + 2M NaCl (Pumpe A, Position 3)
Probe aktive Fraktionen aus der HIC-Chromatographie, konzentriert und umge-

puffert in den Startpuffer

Methode:

1) UV-Lampe an
2) Autozero
3) Startpuffer (5mL)
4) Injektion der Probe (15mL)
5) Startpuffer (40mL)
6) Linearer Gradient über 30mL von 0% nach 10% Elutionspuffer
7) 10% Elutionspuffer (100mL)
8) Linearer Gradient über 30mL von 10% nach 100% Elutionspuffer
9) 100% Elutionspuffer (80mL)

10) 100% Reinigungspuffer (40mL)
11) 100% Startpuffer (60mL)

Die aktiven Fraktionen der zweiten Reinigungsstufe wurden vereinigt und in 50mM Natrium-
acetat-Puffer pH4,0 umgepuffert und konzentriert. Die gereinigte rPsaDyP wurde aliquotiert
(50 μL in PCR-Reaktionsgefäßen), mittels lüssigem Stickstoff schockgefroren und bei −80 °C
gelagert. Ein Teil des gereinigten Enzyms wurde lyophilisiert und für die Proteinquanti izierung
verwendet. Die Charakterisierung erfolgte mit dem gereinigten Enzym.
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2.5.5 Gelfiltra onschromatographie (GFC)

Für die Bestimmung des Molekulargewichts und der nativen Konformation der gereinigten
DyP-Typ Peroxidase wurde die GFC verwendet (Tab. 2.26).

Tabelle 2.26: Bes mmung des Molekulargewichts mi els GFC

Säule Superdex 200 10/300 GL
Säulenmaterial Superdex 200 (Trennbereich 10 bis 600 kDa)
Säulenvolumen 24mL
Probenschleife 500 μL
Flussrate 0,5mLmin−1
Elutionspuffer 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,0 + 250mM NaCl + 0,005% Triton X-100
Probe gereinigte rPsaDyP 1:50 verdünnt mit Elutionspuffer

Methode:

1) UV-Lampe an
2) Autozero
3) Injektion der Probe
4) Elutionspuffer (25mL)

Für die Bestimmung desMolekulargewichtswurden nachfolgend genannte Proteine als Standard
verwendet. Die Proteine wurden im Elutionspuffer gelöst und jeweils 50 μL injiziert.

Tabelle 2.27: Liste der als Größenstandard verwendeten Proteine

Standard Konzentration Molekulargewicht
mgmL−1 kDa

Thyroglobulin 4 669,0 / 1338,0
Apoferritin 1,7 443,0
Rinderserumalbumin (BSA) 3,6 66,5 / 133,0
Ovalbumin 1,7 42,8 / 85,6
Cytochrom C 2,0 12,4
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Thyroglobulin wurde zur Bestimmung des Ausschlussvolumens der Säule verwendet, da das
Molekulargewicht des Dimers außerhalb des Trennbereichs der Säule lag. Anschließend wurden
die Retentionskoef izientenKav der Standardproteine mittels folgender Gleichung berechnet:

Kav =
Ve − V0

Vt − V0
(3)

Kav: Retentionskoef izient
Ve: Elutionsvolumen des Referenzproteins in mL
V0: Ausschlussvolumen in mL
Vt: Gesamtvolumen der Säule in mL

Die ermittelten Retentionskoef izienten wurden gegen die Logarithmen der Molekulargewichte
aufgetragen und die Kalibriergerade mittels linearer Regression erstellt. Das Molekulargewicht
der rPsaDyP wurde anhand dieser Geraden ermittelt.

2.5.6 Bes mmung der Proteinkonzentra on

2.5.6.1 Proteinquan fizierung mi els Absorp onsmessung

Für die Bestimmung der Proteinkonzentration wurde die Extinktion bei 280 nm verwendet. Die
Methode beruht auf der Absorption aromatischer Aminosäuren. Für die Berechnung der Kon-
zentrationwurde dermolare dekadische Extinktionkoef izient auf Basis der Aminosäuresequenz
berechnet (Gasteiger et al. 2005). Dabei wurde der Algorithmus (Gl. 4) nach Pace et al. (1995)
verwendet. Die Berechnung erfolgte mit ProtParam (ExPASy).

εProtein = n× Trp× 5500 + n× Tyr× 1490 + n× Cys-S-S-Cys× 125 (4)

ε: in Lmol−1 cm−1

Für die DyP-Typ Peroxidase (Dimer) wurde ein molarer dekadischer Extinktionskoef izient
von ε = 134760 Lmol−1 cm−1 und für die Arylalkoholoxidase ein Extinktionskoef izient von
ε = 71515 Lmol−1 cm−1 bei 280 nm berechnet. Die Proteinkonzentration wurde nach der
Messung der Extinktion mit Hilfe des Lambert-Beer’schen Gesetzes berechnet.

E280 = ε× c× d (5)

E280: Extinktion bei 280 nm
ε: molarer dekadischer Extinktionskoef izient in Lmol−1 cm−1

c: Konzentration in mol L−1
d: Schichtdicke in cm
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2.5.6.2 Proteinquan fizierung nach Bradford

Daneben wurde die Proteinbestimmung nach der Methode von Bradford (1976) durchgeführt.
Diese beruht auf der Bindung des Farbstoffes Coomassieblau G-250 an Proteine, wobei sich das
Absorptionsmaximum des Farbstoffes verschiebt. Für die Bestimmung der Konzentration wurde
die kommerziell erhältliche Farbstof lösung Roti® Nanoquant verwendet und diese Methode
modi iziert. Bei der Konzentrationsbestimmung von Proteingemischenwurde Rinderserumalbu-
min (BSA) als Standard verwendet. Die Quanti izierung von gereinigten Enzymen erfolgte gegen
eine Standardreihe mit dem lyophilisierten Protein. Die Herstellung der Standardreihen (0 bis
200 μgmL−1) erfolgte abhängig von der Probe in Wasser bzw. Puffer. Jeweils 50 μL Standard
bzw. Probewurdenmit 200 μL der Farbstof lösung (1:5 verdünntmit Reinstwasser) versetzt und
nach 5min die Absorption bei 590 nm und 450nm gegen Wasser bzw. Puffer als Referenz am
Mikroplattenleser gemessen. Die Kalibriergerade wurde durch Auftragung des Quotienten der
Extinktionen (590 nm/450nm) gegen die Proteinkonzentration erstellt. Aus demQuotienten der
Extinktionen (590 nm/450nm) der Probe wurde die Proteinmenge anhand der Kalibriergerade
bestimmt.

2.5.7 UV/Vis-Spektroskopie

Für die UV/Vis-Spektroskopie wurden das Photometer bzw. NanoPhotometer™ Pearl (s. 2.1.1)
verwendet. Abhängig von der jeweiligen Analyse wurden die Proteinlösungen in Puffer bzw.
Wasser verdünnt und Spektren in verschiedenen Wellenlängenbereichen aufgenommen. Die
verwendeten Parameter sind bei den jeweiligen Experimenten angegeben.

2.5.8 Bes mmung der Reinheitszahl

Die Reinheitszahl für die rPsaDyP wurde nach Shannon et al. (1966) bestimmt und stellt das
Verhältnis des Hämgehalts zu den absorbierenden Aminosäureresten des Enzyms dar. Dafür
wurde bei 25 °C die Extinktion bei 280 nm und bei 409 nm (Absorptionsmaxima der rPsaDyP,
siehe Abb. 3.40) gegen Puffer als Nullwert ermittelt. Die Reinheitszahl ergibt sich aus dem
Quotient der Extinktionen:

RZ =
E409

E280
(6)
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2.5.9 Rückfaltung der Arylalkoholoxidase

Für die Rückfaltung der rekombinanten Arylalkoholoxidase nach der Reinigung wurde das
erste Eluat verwendet. Die Rückfaltung erfolgte durch lash dilution in den Rückfaltungspuffer.
Das Eluat wurde direkt und vollständig zum einen 1:20 (~10 μgmL−1) und zum anderen
1:50 (~4μgmL−1) in Rückfaltungspuffer verdünnt, bei 16 °C für 96 h abgedunkelt gelagert
und die AAO-Aktivität täglich bestimmt. Anschließend wurde das Rückfaltungsgemisch mittels
Pall-Zentrifugenröhrchen um den Faktor 3 konzentriert. Das Enzym wurde über 30 Tage im
Kühlschrank gelagert und regelmäßig die Aktivität mittels AAO-Assay bestimmt.

Rückfaltungspuffer nach Ruiz-Dueñas et al. (2006)

Tris pH 9,0 20mM
GSSG 2,5mM
DTT 1mM
FAD 0,08mM
Glycerol (98%) 35% (v/v)
Harnstoff 600mM

2.5.9.1 Bes mmung der Rückfaltungseffizienz

Für dieBestimmungderRückfaltungsef izienzwurdedie rückgefalteteArylalkoholoxidase (AAO*)
in Natriumphosphat-Puffer (100mM, pH 6,0) umgepuffert. Anschließend wurde mit dem Photo-
meter ein Spektrum von 300 nmbis 550 nm aufgenommen. Aus der Extinktion bei 280 nmwurde
die Proteinkonzentration und die Konzentration des freien FAD aus der Extinktion bei 450 nm
bestimmt. Anschließend wurde das Enzym für 10min bei 75 °C denaturiert, bei 14 000Umin−1
(18 000 ×g) zentrifugiert und erneut ein Spektrum mit dem Photometer aufgenommen. Die
Konzentration des freien FAD wurde erneut bei 450 nm bestimmt. Die zusätzlich frei gewordene
Menge FAD entspricht der Menge, die durch die Denaturierung des Enzyms freigesetzt wurde
und damit der Menge an Enzym, die FAD gebunden hatte. Die Bestimmung der Konzentration
des freien FAD erfolgte nach dem Lambert-Beer’schen Gesetz (Gl. 5) mit ε = 11300 Lmol−1 cm−1

(Ruiz-Dueñas et al. 2006).

2.5.10 Rückfaltung der Esterase

Für die Rückfaltung der Esterase wurden verschiedene Puffersysteme untersucht, die in den
Ergebnissen näher beschrieben werden.
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2.5.11 N-terminale Sequenzierung mi els Edman-Abbau

Für die Sequenzierung des N-Terminus mittels Edman-Abbau wurde das gereinigte Enzym
verwendet. Die Sequenzierungwurde durch die Arbeitsgruppe Proteinanalytik der Justus-Liebig-
Universität (Prof. Dr. G. Lochnit) durchgeführt. Für die Sequenzierung wurde das Enzym elektro-
phoretisch auf eine Membran transferiert und anschließend der Edman-Abbau über 12 Zyklen
durchgeführt.

2.5.12 Deglykosylierung

Die rPsaDyP wurde heterolog in dem eukaryotischen Wirtsorganismus Trichoderma reesi expri-
miert. Eukrayotische Organismen können Enzyme posttranslational modi izieren, daher wurde
der Glykosylierungsgrad der rPsaDyP überprüft. Dafür wurde die rPsaDyP zunächst denaturiert
und anschließend mit der Endoglykosidase PNGase F inkubiert, um Kohlenhydratketten von
N-Glykosylierungsstellen abzuspalten. Mittels SDS-PAGE wurde überprüft, ob die Inkubation zu
einer Veränderung des Molekulargewichtes des Enzyms führte.

Denaturierung
rPsaDyP (2,9 μg μL−1) 4 μL
Denaturierungspuffer 1 μL
Reinstwasser ad 10 μL

Die Probe wurde bei 95 °C für 4min denaturiert. Anschließend wurde der Ansatz auf Eis
abgekühlt und die Substanzen für die Deglykosylierung hinzugefügt.

Deglykosylierung
Denaturierungsansatz 10 μL
10×G7-Reaktionspuffer 2 μL
10% NP-40 2 μL
PNGase F 2 μL
Reinstwasser ad 20 μL

Die Inkubation erfolgte für 2 h bei 37 °C.
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2.6 Photometrische Enzymassays

Für die Bestimmung der Enzymaktivität wurden verschiedene Assays verwendet, deren Zusam-
mensetzung im Laufe der Arbeit optimiert wurden. Die Reaktion wurde entweder durch die
Zugabe des Substrates (bzw. Cosubstrates) oder des Enzyms gestartet. Die Messung der Substrat-
abnahme bzw. Produktzunahme erfolgte bei den entsprechenden Wellenlängen über einen Zeit-
raum von mindestens 10min. Als Proben wurden sowohl die enzymhaltigen Kulturüberstände
sowie Uberstände nach dem Zellaufschluss und die gereinigten Enzyme verwendet. Die Probe
wurde stets so verdünnt, dass die Extinktionsänderung pro Minute zwischen 0,01 und 0,15 lag.
Bei jeder Messung wurden Blindwerte mit Puffer bzw. Negativkontrollen mit hitzeinaktiviertem
Enzym (95 °C, mindestens 10min) anstelle von enzymhaltigen Proben mitgeführt.
Die Messung der Enzymaktivitäten erfolgte, wenn nicht anders angegeben amMikroplattenleser
in einem Gesamtvolumen von 200 μL. Die Bestimmung erfolgte in mindestens drei Parallelen, in
Mikrotiterplatten (96 Well) unter Verwendung der Software Gen 5. Die Auswertung der Daten
erfolgte mit Hilfe von Microsoft Excel 2010 und OriginPro 8.6.
Die spezi ische Enzymaktivität A wurde mit Hilfe von Gleichung 7 berechnet, wobei eine Unit
(1U) als die Menge Enzym de iniert ist, die pro Minute ein μmol Substrat umsetzt:

A =
∆ET · Vg · F
Vp · d · ε

· 106 (7)

A: Enzymaktivität in U L−1

∆ET : Extinktionsänderung in min−1
Vg: Gesamtvolumen in mL
Vp: Probenvolumen in mL
F : Verdünnungsfaktor
ε: molarer Extinktionskoef izient in Lmol−1 cm−1

d: Schichtdicke der Küvette bzw. imWell in cm:
0,8 cm bei 250 μL Gesamtvolumen bzw.
0,64 cm bei 200 μL Gesamtvolumen in der 96 Well-Mikrotiterplatte
1 cm bei Messung in Küvetten
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2.6.1 Verwendete Puffer9

Citronensäure/Dinatriumhydrogenphosphat-Puffer nach McIlvaine (1921)(A,B)
DerCitrat-Phosphat-Puffer (imweiterenVerlauf alsMcIlvaine-Puffer bezeichnet)wurdeaus einer
0,1M Citronensäure- und einer 0,2M Dinatriumhydrogenphosphatlösung hergestellt. Abhängig
vom gewünschten pH-Wert wurden die beiden Lösungen in unterschiedlichen Anteilen gemischt.
Aus dem Mischungsverhältnis resultieren die verschiedenen Konzentrationen an Citronensäure
und Dinatriumhydrogenphosphat in den Pufferlösungen (Tab. 2.28). Die Endkonzentration der
Pufferlösung wurde durch Verdünnung mit Wasser eingestellt.

Tabelle 2.28: Citronensäure/Phosphat-Puffer nach McIlvaine (1921)

Citronensäure (0,1 M) Dinatriumhydrogenphosphat (0,2M)
pH Volumen in mL Konzentration in mM Volumen in mL Konzentration in mM

2,2 98,80 99 1,20 2
2,5 92,25 92 7,75 16
3,0 80,30 80 19,70 39
3,5 70,20 70 29,80 60
4,0 62,00 62 38,00 76
4,5 55,05 55 44,95 90
5,0 49,00 49 51,00 102
5,5 43,45 43 56,55 113
6,0 35,80 36 64,20 128
6,5 30,55 31 69,45 139
7,0 12,80 13 87,20 174
7,5 7,90 8 92,1 184

Citronensäure/Dikaliumhydrogenphosphat-Puffer (K-McIlvaine-Puffer) (B)
Dieser Puffer wurde analog zumMcIlvaine-Puffer hergestellt. Anstelle der 0,2MDinatriumhydro-
genphosphatlösung wurde jedoch 0,2M Dikaliumhydrogenphosphatlösung verwendet.

Natriumacetat-Puffer (A, B)
Für dieHerstellungdesPufferswurden0,5MNatriumacetat-Lösungund0,5MEssigsäure-Lösung
verwendet. Beide Lösungen wurden abhängig vom gewünschten pH-Wert des Puffers in unter-
schiedlichenVolumenanteilen gemischt. DieKonzentrationderPufferlösungwurde anschließend
durch Verdünnen mit Wasser eingestellt.

Kaliumacetat-Puffer (B)
Die Herstellung dieses Puffers erfolgte analog zum Natriumacetat-Puffer, jedoch wurde anstelle
der Natriumacetatlösung eine 0,5M Kaliumacetatlösung verwendet.

9Hinter den Namen der Puffer wurde mit Buchstaben die Verwendung indiziert:
A – für Arylalkoholoxidase, B – für DyP-Typ Peroxidase, C – für Lipase, D – für Esterase
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Natriumphosphat-Puffer (A)
Für die Herstellung eines 100mM Natriumphosphat-Puffers wurden eine 200mM Natriumdihy-
drogenphosphat-Lösungmit einer 200mMDinatriumhydrogenphosphat-Lösung in unterschied-
lichen Anteilen gemischt, um den gewünschten pH-Wert einzustellen. Durch Verdünnen mit
Wasser wurde die Konzentration des Puffers eingestellt.

Kaliumphosphat-Puffer (C, D)
Dieser Puffer wurde analog zum Natriumphosphat-Puffer mit Kaliumdihydrogenphosphat- und
Dikaliumhydrogenphosphat-Lösung hergestellt.

Sørensen-Phosphat-Puffer nach Gomori et al. (1955) (C)
Der Sørensen-Phosphat-Puffer (50mM, pH 8,0) wurde durch Mischen von
250mM Dinatriumhydrogenphosphat-Lösung 94,7mL und
250mM Kaliumdihydrogenphosphat-Lösung 5,3mL

hergestellt. Durch dieses Mischungsverhältnis wurde ein pH von 8,0 eingestellt (Kontrolle
mittels pH-Meter) und die Lösung mit Reinstwasser auf 500mL aufgefüllt, um die gewünschte
Konzentration einzustellen.

Natriumtartrat-Puffer (B)
Für einen 100mM Puffer wurden je nach gewünschtem pH-Wert des Puffers unterschiedliche
Anteile 100mMWeinsäure- und 100mM Natriumtartrat-Lösung gemischt.

Bernsteinsäure-Tartrat-Puffer (C)
Dieser Puffer wurde analog zum Weinsäure-Tartrat-Puffer mit 100mM Bernsteinsäure herge-
stellt.

HCl/Glycin-Puffer (B)
Abhängig vom gewünschten pH-Wert des 100mM HCl/Glycin-Puffers wurden unterschiedliche
Volumenanteile der Lösung I (100mM Glycin, 100mM Natriumchlorid) mit Lösung II (100mM
Salzsäurelösung) gemischt.
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2.6.2 Bes mmung der Arylalkoholoxidase-Ak vität

Verschiedene enzymhaltige Lösungen wurdenmit Veratrylalkohol als Substrat auf AAO-Aktivität
untersucht. Verwendet wurden:

• enzymhaltiger Kulturüberstand von Pleurotus sapidus

• Gesamtzellextrakt nach Zellaufschluss (s. 2.5.2) von E. coli

• lösliche Fraktion nach Zellaufschluss und Pelletierung des Zelldebris von E. coli

• Gesamtzellextrakt von H. polymorpha nach Zellaufschluss (s. 2.5.2)
• gereinigte, rückgefaltete Arylalkoholoxidase (AAO*)

Für das Screening nach Arylalkoholoxidase-Aktivität wurde folgender Assay verwendet:

Tabelle 2.29: Screening-Assay für Arylalkoholoxidase-Ak vität

Probe 50 μL
50mM Natriumacetat-Puffer pH 3,5 110 μL
40mM Veratrylalkohol in Puffer ( inal 2mM) 10 μL
Katalase in H2O ( inal 9U) 30 μL

Gesamtvolumen 200 μL

2.6.2.1 Op mierter AAO-Assay

Imweiteren Verlauf der Arbeit wurde der AAO-Assay optimiert (s. 2.6.4) und für die Bestimmung
der Aktivität der rückgefalteten Arylalkoholoxidase (AAO*) sowie der Kontrolle der Aktivität in
den löslichen Fraktionen in folgender Weise angepasst:

Tabelle 2.30: Op mierter Assay für die Kontrolle der Ak vität der AAO*

Probe 25 μL
100mM Natriumacetat-Puffer pH 6,0 125 μL
50mM Veratrylalkohol in Puffer ( inal 5mM) 20 μL
Katalase in H2O ( inal 36U) 30 μL

Gesamtvolumen 200 μL

Die Reaktion wurde durch Zugabe des Enzyms gestartet und erfolgte bei einer Temperatur von
30 °C über einen Zeitraum von mindestens 10min. Die Extinktion wurde bei 310 nm gemessen
und anschließend die Enzymaktivität nach Gleichung 7 berechnet. Für Veratrumaldehyd wurde
ε310: 9 300 Lmol−1 cm−1 als molarer dekadischer Extinktionskoef izient verwendet (Guillén et al.
1992, Tien und Kirk 1984).
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2.6.3 Bes mmung der Peroxidase-Ak vität

2.6.3.1 Übersicht über die verwendeten Substrate

Wässrige β-Carotin-Stammlösung nach Pühse et al. (2009)
5mg β-Carotin und 0,5 g Tween® 80 wurden in einem 250mL-Rundkolben in ~20mL Dichlor-
methan gelöst. Anschließendwurde das Lösungsmittel weitgehendmittels Rotationsverdampfer
entfernt (20min, 40 °C, 250Umin−1, 800mbar). Der Rückstand wurde in 30mL Reinstwasser
aufgenommen. Anschließend wurde das restliche Lösungsmittel in 200mbar Schritten am
Rotationsverdampfer (40 °C, 250Umin−1, von 800mbar auf 200mbar, 15min pro Schritt) und
im N2-Strom entfernt. Abschließend wurde die Lösung in einen 50mL-Messkolben iltriert und
mitReinstwasser aufgefüllt. Die Lösungwurde imDunkelnbei 4 °C gelagert undmaximal 1Woche
verwendet.

Wässrige Bixin-Stammlösung
Diese Stammlösung wurde analog zu β-Carotinlösung hergestellt, wobei 15mg Bixin verwendet
wurden.

Weitere Substratstammlösungen
In folgenderTabelle sind sonstige verwendete Substratemit den genutzten Stockkonzentrationen
und den verwendeten Lösungsmitteln aufgeführt:

Tabelle 2.31: Peroxidasesubstrate

Substrat Konzentration Lösungsmittel

2,2’-Azino-bis-(3-ethylbenzthioazolin-6-sulfonsäure)-
diammoniumsalz (ABTS)

2 mM Reinstwasser

1-(3,4-Dimethoxy-phenyl)-2-(2-methoxy-phenoxy)-propan-1,3-
diol (Adlerol)

15 mM Ethanol

Annatto (wässrig-alkalischer Extrakt) 64 μM Reinstwasser
2,6-Dimethoxyphenol (DMP) 50 mM Ethanol
Guajakol 50 mM Ethanol
Mangan(II)-sulfat-Monohydrat 20 mM Reinstwasser
Reactive Black 5 (RBlack 5) 200 μM Reinstwasser
Reactive Blue 5 (RB 5) 1 mM Reinstwasser
Veratrylalkohol (VA) 20 mM Ethanol
Wasserstoffperoxida 1,4mM Reinstwasser

aDie Wasserstoffperoxid-Konzentration wurde im Verlauf der Arbeit abhängig von den eingesetzten Substraten
optimiert und angepasst.
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2.6.3.2 Übersicht über die verwendeten Assays

Die Peroxidase-Aktivität wurde von enzymhaltigemKulturüberstand von Trichoderma reesei und
der gereinigten rPsaDyP bestimmt. Für die Assays – die im weiteren Verlauf dieser Arbeit nach
den verwendeten Substraten benannt wurden – wurde zunächst 50mM Natriumacetat-Puffer
pH3,5 verwendet. Für weitere Messungen bzw. nach Optimierung wurde der Puffer abhängig
von den eingesetzten Substraten angepasst. Für die Bestimmung der Enzymaktivität gegenüber
Veratrylalkohol wurde nach Tien und Kirk (1984) zunächst ein 100mM Nartriumtartrat-Puffer
pH3,0 verwendet.
Im Allgemeinen wurden folgende Zusammensetzungen der Assays verwendet:

Tabelle 2.32: Allgemeine Zusammensetzung der Assays für die Bes mmung der Peroxidaseak vität

ABTS-, β-Carotin-, Bixin-, RBlack/RB5-Assay VA-, DMP-, Guajakol-Assay
mit H2O2 ohne H2O2 mit H2O2 ohne H2O2

Probe 20 μL 20 μL 20 μL 20 μL
Puffer 80 μL 80 μL 110 μL 110 μL
Substrat 50 μL 50 μL 20 μL 20 μL
H2O2 50 μL — 50μL —
H2O — 50μL — 50μL
Gesamtvolumen 200 μL

Die Reaktion wurde durch Zugabe der Enzymlösung oder des Cosubstrates (H2O2) gestartet
und die Extinktion über einen Zeitraum von 10min bei 30 °C gemessen. Die Berechnung der
Enzymaktivität erfolgte nach Gleichung 7.
In Tabelle 2.33 sind die untersuchten Substrate aufgeführt.

Tabelle 2.33: Liste der für die kine schen Untersuchung verwendeten Substrate, finale Konzentra on der
Substrate im Assay sowie Messgröße mit Ex nk onskoeffizient und verwendeter Wellenlänge

Substrat Endkonz. Messgröße ε Wellenlänge Referenz
in μM in Lmol−1 cm−1 in nm verändert nach

ABTS 500,0 ABTS-Radikalkation 36 000 420 Eggert et al. (1996)
β-Carotin 24,5 β-Carotin 95 000 450 Ben Aziz et al. (1971)
Bixin 16,5 Bixin 136 100 465 Hülsdau (2007)
Annattoa 16,0 Norbixin 108 400 452 Scotter et al. (1998)
VA 2000,0 Veratrumaldehyd 9 300 310 Tien und Kirk (1984)
DMP 5000,0 2,2’,6,6’-Tetramethoxy-

dibenzo-1,1’-dichinon
27 500b 469 Saparrat et al. (2002)

Guajakolc 5 000,0 Tetraguajakol 26 600 470 Koduri und Tien (1995)
RBlack 5 50,0 Reactive Black 5 37 200 598 Sugano et al. (2006)
RB5 250,0 Reactive Blue 5 8 000 600 Sugano et al. (2006)
aHauptbestandteil des wässrig-alkalischen Extraktes war das Natriumsalz des Norbixins
bMolarer dekadischer Extinktionskoef izient bezogen auf 2,6-Dimethoxyphenol
cFür die Berechnung der Enzymaktivität wurde aufgrund des stöchiometrischen Verhältnisses von Edukt zu Produkt
(Messgröße) von 4:1 der Faktor 4 berücksichtigt
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2.6.4 Op mierung der Assaybedingungen

2.6.4.1 Bes mmung des op malen Puffers und des pH-Op mums

Das pH-Optimum der AAO* wurde mit Veratrylalkohol als Substrat und verschiedenen Puffern
bestimmt. Mit McIlvaine-Puffer (Tab. 2.28) wurde ein Bereich von pH 2,0-8,0 und mit Natrium-
acetat-Puffer (50mM) ein Bereich von pH 3,0-6,0 untersucht. Zusätzlich wurde die Aktivität der
rekombinanten AAO* in Natriumphosphat-Puffer (100mM) pH6,0 bestimmt, der in der Literatur
häu ig verwendet wird.
Zur Bestimmung des optimalen Reaktionspuffers für die DyP-Typ Peroxidasewurde die Aktivität
bei 30 °C in einer Auswahl verschiedener Pufferlösungen (s. 2.6.1) untersucht. Dabei wurde der
Umsatz in Abhängigkeit des verwendeten Puffers in einem pH-Bereich von 2,0 bis 6,0 untersucht.
Für den Umsatz von ABTS wurde beispielsweise ein pH-Bereich von 3,0 bis 5,5 und für den
Umsatz von β-Carotin ein Bereich von 3,0 bis 6,0 untersucht.

2.6.4.2 Bes mmung der op malen Pufferkonzentra on

Die Bestimmung der optimalen Pufferkonzentration erfolgte über einen Konzentrationsbereich
von20bis 350mM,mit dempH-Wert, bei dem für das Enzym in dem jeweiligen Puffer die höchste
Aktivität ermittelt wurde. Die Enzymaktivität wurde photometrisch bestimmt.

2.6.4.3 Temperaturop mum

Die Umsetzung des Substrates wurde am Photometer (Tab. 2.1) mit temperierbarem Küvetten-
schlitten bestimmt. Das Volumen des Assays wurde an die verwendeten Küvetten angepasst. Für
jede Messung wurde die Enzymlösung 5min vortemperiert und anschließend eine 10 minütige
Messung durchgeführt. Die Umsatzgeschwindigkeit war bei allen Messungen über mindestens
5min stabil.
Die Bestimmungder optimalenTemperatur für die rekombinanteAAO*wurdeunterVerwendung
des AAO-Assays in einem Temperaturbereich von 20 bis 80 °C in 10 °C-Schritten durchgeführt.

Tabelle 2.34: Pipe erschema für den AAO-Assay zur Bes mmung des Temperaturop mums der
Arylalkoholoxidase

AAO-Assay

Probe 50 μL
Puffer 750 μL
50mM Veratrylalkohol in Puffer ( inal 5mM) 100 μL
Katalase in H2O ( inal 36U) 100 μL

Gesamtvolumen 1000 μL
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Das Temperaturoptimum für die rPsaDyP wurde für die Umsetzung der Substrate ABTS und
β-Carotin in einem Temperaturbereich von 15 bis 75 °C in 5 °C Schritten untersucht.

Tabelle 2.35: Pipe erschema für die Reak onsansätze zur Bes mmung des Temperaturop mums der DyP-Typ
Peroxidase

ABTS-Assay β-Carotin-Assay

Probe 25 μL 100 μL
Puffer 100 μL 720 μL
Substrat 75 μL 100 μL
H2O2 50 μL 80 μL

Gesamtvolumen 250 μL 1 000 μL

Der vortemperierte Puffer bzw. Reaktionsansatz wurde in eine Küvette in den entsprechend
temperierten Schlitten gegeben und die Umsetzung durch Zugabe des Substrates gestartet.

2.6.4.4 Enzymak vität in Abhängigkeit der Wasserstoffperoxidkonzentra on

Die Aktivität der rPsaDyP für die Umsetzung der untersuchten Substrate wurde in Abhängigkeit
der verwendeten Cosubstratkonzentration (H2O2, Endkonzentration: 0 bis 1,25mM) untersucht.
DazuwurdenH2O2-StocklösungenmitKonzentrationenvon0bis 5mMangesetzt. DieUmsetzung
wurde durch die Zugabe von H2O2 gestartet und die Enzymaktivität am Mikroplattenleser
verfolgt.

2.6.4.5 Sauersto onzentra on im Puffer

Der Ein luss der Sauerstof konzentration im Puffer auf die Reaktionsgeschwindigkeit der gerei-
nigten rPsaDyP wurde mit 100mM Natriumacetat-Puffer pH3,8 untersucht. Dafür wurde der
Puffer mit Sauerstoff an- bzw. abgereichert. Für die Anreicherung des Puffers mit Sauerstoff
wurde das Gas mit einer Kerzenfritte (Porengröße 3, ⌀ 16 bis 40 μm) durch den Puffer geleitet
(2× 15min). Die Abreicherung des Puffers erfolgte durch Entgasung von 100mL Puffer im
Ultraschallbad für 1 h. Anschließend wurde der Kopfraum mit Stickstoff gesättigt. Die an- bzw.
abgereicherten Pufferwurden sofort für die Umsetzung vonABTS bzw. β-Carotin ohne Zusatz von
H2O2 verwendet. Als KontrollewurdePuffer verwendet, bei demdie gelöstenGase nicht künstlich
variiert wurden.

2.6.4.6 Einfluss der Pipe erreihenfolge

Wie bereits beschrieben, wurde die Reaktion in der Regel durch Zugabe des Substrates bzw. des
Cosubstrates gestartet. Da es vor allem bei der Zugabe von H2O2 zu lokalen Inhibierungseffekten
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kommen kann, wurde untersucht, welchen Ein luss die Pipettierreihenfolge auf die Enzymaktivi-
tät hat. Dabei wurde die Reaktion gestartet durch:

• Enzym
• Substrat
• Cosubstrat
• Cosubstrat vorgelegt im Reaktionspuffer

2.6.5 Untersuchung der Enzymstabilität

Die Stabilität der gereinigten rPsaDyP wurde für verschiedene Faktoren untersucht. Dafür
wurde die Ausgangsaktivität (100%) nach 1min unter diesen Bedingungen ermittelt und die
Restaktivität zu den unterschiedlichen Messzeiten in Relation dazu gesetzt. Die Bestimmung der
Enzymaktivität erfolgte bei den Untersuchungen mittels ABTS-Assay.

2.6.5.1 Salztoleranz

Für die Bestimmung der Salztoleranz wurde Natriumacetat-Puffer pH4,0 verwendet, der 0 bis
1M NaCl bzw. (NH4)2SO4 enthielt. Der Puffer mit dem entsprechenden Salzgehalt wurde direkt
für den Assay verwendet. Außerdem wurde die Aktivität der rPsaDyP nach Umpuffern und
Lagerung (1 h, 4 °C) in Puffer mit 1M Salz und nach erneutem Umpuffern in Puffer ohne Salz
getestet.

2.6.5.2 Lagerstabilität

Die Stabilität des Enzymswurde für die Lagerung bei −80 °C, −20 °C und 4 °C über einen Zeitraum
von 6 Tagen untersucht. Für die Lagerung bei −20 °C und −80 °C wurde das Enzymmit lüssigem
Stickstoff schockgefroren. Die Kontrolle der Aktivität erfolgte an den Tagen 1, 2, und 6. Hierbei
wurde untersucht, ob die Aktivität des Enzyms durch mehrfaches Auftauen bzw. Einfrieren
beein lusst wird, indem eine Probe aufgetaut, die Aktivität bestimmt und die Probe erneut
eingefrorenwurde. ImVergleich dazuwurde jeweils die Aktivität einer Probe bestimmt, die zuvor
nicht aufgetaut wurde.

2.6.5.3 Stabilität unter Assaybedingungen

Stabilität des reinen Enzyms nach Verdünnen in Lösungen
Das Enzym wurde für den Einsatz im Assay abhängig vom verwendeten Substrat aus der
Stocklösung bis 1:100 000 verdünnt. Dafür wurde das Enzym zunächst in Wasser oder Puffer
vorverdünnt und anschließend in den Assay weiter verdünnt. Daher wurde die Stabilität des
Enzyms nach Verdünnen untersucht, indem das verdünnte Enzym 24h bei 4 °C gelagert und die
Aktivität nach 0,5 h, 1 h, 2 h und 24 h gegenüber ABTS bestimmt wurde.
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pH-Stabilität und Lösungsmitteltoleranz
Zur Untersuchung der pH-Stabilität wurde die DyP-Typ Peroxidase in Natriumacetat-Puffer im
pH-Bereich von 3,0 bis 6,0 (0,5er Schritte) bzw. in McIlvaine-Puffer im pH-Bereich von 3,0 bis 5,5
(0,5 er Schritte) verdünnt. Direkt vor der Messung wurde die Probe nochmals 1:10 mit 100mM
Natriumacetat-Puffer pH 3,8 (Messpuffer) verdünnt, um den pH-Wert für die Messung nicht
zu stark zu verändern. Nach 0,5 h, 1 h, 2 h und 24 h wurde die Aktivität bestimmt und mit der
Ausgangsaktivität verglichen.
Für die Bestimmung der Lösungsmitteltoleranz wurde die Dyp-Typ Peroxidase in einer 30%igen
Ethanol-Lösung in 100mM Natriumacetat-Puffer pH3,8 bzw. in Wasser bei 4 °C gelagert. Die
Aktivität der Probe wurde nach 0,5 h, 1 h, 2 h und 24 h bestimmt.

Temperaturstabilität
Die Bestimmung der Temperaturstabilität erfolgte mit Vorverdünnungen in 50mM Natrium-
acetat-Puffer pH4,5 über einen Zeitraum von 24 h bei 0 °C, 25 °C und 35 °C. Im Anschluss an die
Lagerung wurde die Aktivität des Enzyms mit der Ausgangsaktivität verglichen.

2.6.6 Bes mmung der kine schen ParameterKm und kcat

Für die Bestimmung der Umsatzgeschwindgkeit wurden photometrische Assays verwendet
und die Anfangsgeschwindigkeit bei konstanter Enzymkonzentration in Abhängigkeit von der
eingesetzten Substratkonzentration bestimmt. Damit sich die Reaktionwährend derMessung im
steady state be indet und somit die Bedingungen der Michaelis-Menten-Kinetik erfüllt, wurde
stets mit einem Substratüberschuss gearbeitet. Die Anfangsgeschwindigkeiten (ν0) wurden
direkt linear gegen die Substratkonzentration in einem Graphen (Cornish-Bowden-Diagramm)
aufgetragen. Mit Hilfe der Software Origin (OriginPro 8.6G) wurde, entsprechend den Vorgaben
für eine Michaelis-Menten-Kinetik, durch eine nichtlineare Regression eine Sättigungshyperbel
an die Messdaten angepasst.

ν =
νmax × S
Km + S (8)

ν: Umsatzgeschwindigkeit
νmax: maximale Umsatzgeschwindigkeit
Km: Michaelis-Menten-Konstante
S: Substratkonzentration

Die Michaelis-Menten-Konstante (Km) und diemaximale Umsatzgeschwindigkeit (νmax) wurden
direkt durch die Software aus der Kurvenfunktion erhalten.
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Die katalytische Konstante (Wechselzahl, kcat) wurde mit Hilfe folgender Gleichung ermittelt:

kcat =
νmax
E (9)

kcat: katalytische Konstante
νmax: Maximale Umsatzgeschwindigkeit

E: Enzymkonzentration

2.6.6.1 Enzymkine ken der Arylalkoholoxidase

DieBestimmungder kinetischenParameter derArylalkoholoxidasewurdemit den inTabelle 2.36
angegebenen Substraten unter den optimierten Assay-Bedingungen (30 °C, 100mM Natrium-
phosphat-Puffer pH6,0) in den angegebenen Substratbereichen (Tab. 2.37) durchgeführt. Für das
Substrat Coniferylalkohol wurden die kinetischen Konstanten nicht ermittelt.

Tabelle 2.36: Liste der für die Kine ken verwendeten Substrate sowie Messgröße mit Ex nk onskoeffizient
und verwendeter Wellenlänge

Substrat Messgröße ε Wellenlänge Referenz
Lmol−1 cm−1 nm modi iziert nach

Benzylalkohol Benzaldehyd 13 800 250 Guillén et al. (1992)
Veratrylalkohol Veratrumaldehyd 9 300 310 Guillén et al. (1992)
p-Anisalkohol p-Anisaldehyd 16 980 285 Guillén et al. (1992)
Zimtalkohol Zimtaldehyd 15 600 310 Ferreira et al. (2005)
Coniferylalkohol Coniferylaldehyd 56 800 343 Guillén et al. (1990)

Tabelle 2.37: Für die Kine ken verwendete Parameter. Angegeben sind der Konzentra onsbereich für die
untersuchten Substrate sowie die Endkonzentra on des Enzyms im Reak onsansatz

Substrat Stockkonz. Lösungsmittel Konzentrationsbereich Enzymkonz.
in mM in μM in nM

Benzylalkohol 300 Ethanol 200–30 000 4,12
Veratrylalkohol 200 Puffer 50–20 000 1,96
p-Anisalkohol 20 Ethanol 10–2 000 1,12
Zimtalkohol 300 Ethanol 50–30 000 2,24
Coniferylalkohol 100 Ethanol 500–10 000 4,48
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2.6.6.2 Enzymkine ken der rPsaDyP

Mit der rPsaDyP wurde die Umsetzung der Substrate (Tab. 2.33) unter Michaelis-Menten-
Bedingungen in den angegebenen Substratbereichen (Tab. 2.38) durchgeführt. Vor Beginn der
Kinetikwurde die Extinktion der RB5- und β-Carotin-Substratlösung gemessen und so die exakte
Konzentration der Substrate bestimmt. Die Substratlösungen wurden so verdünnt, dass die
Startextinktion im Assay 1,5 nicht überschritt. Für jedes Substrat wurde die optimale Enzym-
und Cosubstratkonzentration ermittelt. Für die Ermittlung der H2O2-Konzentration, die keinen
limitierendenEffekt auf dieAktivität hat,wurdendieMessungen zurBestimmungder kinetischen
Parameter parallel mit verschiedenen H2O2-Konzentrationen durchgeführt. Die kinetischen
Parameter wurden für die Substrate ABTS, DMP, Guajakol und RB5 bestimmt. Die Umsetzung
der Substrate erfolgte bei 30 °C.

Tabelle 2.38: Für die Kine ken verwendete Parameter. Angegeben sind der Konzentra onsbereich für die
untersuchten Substrate, die Endkonzentra on des Enzyms und Cosubstrates im Reak onsansatz
sowie der verwendete Puffer

Substrat Konzentrationsbereich Enzymkonz. H2O2-Konz. Puffer
in μM in nM in μM

ABTS 15 – 1 500 0,27 125 100mM Natriumacetat pH3,8
DMP 250 – 15 000 1,8 62,5 50mM Natriumacetat pH4,5
Guajakol 500 – 15 000 4,5 62,5 50mM Natriumacetat pH4,5
RB5 11 – 302 5,4 31,2 100mM Natriumtartrat pH4,0
Annattoa 8 – 25 54 125 50mM Natriumacetat pH6,0
Bixina 5 – 28 67,5 125 50mM Natriumacetat pH3,5
β-Carotina 5 – 26 54 125 50mM Natriumacetat pH3,5
RBlack 5a 1 – 48 54 62,5 50mM Natriumacetat pH4,0
Veratrylalkoholb 2 500 – 20 000 9 125 50mM Natriumacetat pH3,5

aAufgrund der hohen Eigenabsorption dieser Substrate konnten sie bei photometrischen Assays nur in geringen
Konzentrationen eingesetzt werden und die Substratsättigung wurde nicht erreicht

bDie Substratsättigung wurde mit diesem Substrat nicht erreicht

2.6.7 Bes mmung der Ak vität der rPsaDyP gegenüber weiteren Substraten

2.6.7.1 Einfluss von Mangansulfat

Der Ein luss von Mangan-(II)-sulfat auf die Enzymaktivität der gereinigten rPsaDyP wurde für
das Substrat 2,6-Dimethoxyphenol untersucht, wobei der Messlösung unterschiedliche Mengen
an MnSO4 zugesetzt wurden (Wariishi et al. 1992). Für die Messung der Enzymaktivität wurde
der DMP-Assay (Tab. 2.32)modi iziert. Abweichendwurde dieWasserstoffperoxidkonzentration
im Assay auf konstant 0,1mM eingestellt und MnSO4 in einem Konzentrationsbereich von 0 bis
1mM eingesetzt. Dafür wurden 0,4mMWasserstoffperoxidstocklösungenmit 0 bis 4mMMnSO4
in Wasser verwendet, von denen jeweils 50 μL in den Assay eingesetzt wurden.
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2.6.7.2 Oxida on von Mangan(II)-Ionen

Die Oxidation von Mangan(II)-Ionen (Mn2+) wurde nach Wariishi et al. (1992) anhand der
Bildung von Mangan(III)-tartrat bestimmt. Die Messung erfolgte am Photometer über einen
Zeitraum von 10min bei einer Wellenlänge von 290 nm und 30 °C gemessen. Der Enzymassay
war wie folgt zusammengesetzt:

Tabelle 2.39: Pipe erschema zur Oxida on von Mangan(II)-Ionen

Volumen Endkonzentration

rPsaDyP 50 μL 270 nM
100mM Natriumtartrat-Puffer pH4,5 250 μL 50mM
20mMMangansulfat 25 μL 1mM
0,4mM H2O2 125 μL 100 μM
H2O 50μL

Gesamtvolumen 500 μL

Die Berechnung der Enzymaktivität erfolgte nach Gleichung 7 mit einem molaren dekadischen
Extinktionskoef izienten für Mangan(III)-tartrat von 2 860 Lmol−1 cm−1.

2.6.7.3 Umsetzung von Adlerol

Die Umsetzung von Adlerol durch die rPsaDyP wurde mittels Photometer vermessen. Die
Umsetzung erfolgte über einen Zeitraum von 24 h bei 30 °C. Vor und nach der Umsetzung wurde
ein Aliquot des Reaktionsansatzes entnommen, 1:50 verdünnt und anschließend ein Spektrum
über einen Wellenlängenbereich von 300 bis 500 nm aufgezeichnet (Liers et al. 2010). Zur
Kontrolle wurde der Assay mit hitzeinaktiviertem Enzym (95 °C, 10min) durchgeführt.

Tabelle 2.40: Pipe erschema zur Umsetzung von Adlerol

Volumen Endkonzentration

rPsaDyP 100 μL 270 nM
100mM Natriumtartrat-Puffer pH3,0 500 μL 50mM
15mM Adlerollösung 100 μL 1,5mM
0,5mM H2O2 250 μL 125 μM
H2O 50μL

Gesamtvolumen 1000 μL
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2.6.8 Entwicklung eines Zwei-Enzym-Systems

Bei der Entwicklungdes Zwei-Enzym-Systemswurdendie rekombinanteDyP-TypPeroxidasemit
der rekombinanten rückgefalteten Arylalkoholoxidase (AAO*) aus Pleurotus sapidus kombiniert.
Die Arylalkoholoxidase setzt, wie bereits beschrieben, Veratrylalkohol (VA) in den korrespon-
dierenden Aldehyd um, wobei Wasserstoffperoxid produziert wird. Das gebildete H2O2 wird
von der Peroxidase als Cosubstrat zur Oxidation der untersuchten Substrate benötigt. Für die
Abstimmung des Systems wurden zunächst bei konstanter rPsaDyP- und Peroxidasesubstrat-
konzentration steigende AAO*-Konzentrationen in den Assay eingesetzt. Anschließend wurde
die Umsatzgeschwindigkeit der rPsaDyP sowie die H2O2-Produktion durch die Arylalkoholoxi-
dase bestimmt. Die Umsatzgeschwindigkeit der Peroxidase wurde sowohl in Abhängigkeit der
H2O2-Produktion als auch der AAO*-Konzentration analysiert, um einen Ein luss der Enzyme
aufeinander zu bestimmen.
Die Konzentrationen der beiden Enzymewurden dann so gewählt, dass die Produktion von H2O2
durchdieAAO* dieDyP-TypPeroxidasenicht inhibierte. DafürwurdenvorderZusammensetzung
des Assays die Umsatzgeschwindigkeiten der beiden Enzyme für ihre jeweiligen Substrate unter
den Bedingungen des Zwei-Enzym-Systems getestet. Für das Zwei-Enzym-System wurden die
verwendeten Enzymkonzentrationen stets so gewählt, dass die Extinktionsänderung pro Minute
zwischen 0,01 und 0,1 lag. Dies entsprach einer Produktion von 1,7 bis 17 μMmin−1 H2O2 durch
die AAO*.
Die DyP-Typ Peroxidase wurde verwendet, um die Substrate DMP, ABTS bzw. Annatto umzuset-
zen. Die Umsetzung der Substrate wurde über die Extinktion bei 469 nm (DMP), 420 nm (ABTS)
bzw. 452 nm (Annatto) verfolgt. Um beide Teilreaktionen zu quanti izieren, wurde parallel zum
Umsatz des DyP-Substrates auch die Bildung von Veratrumaldehyd bei 310 nm kontrolliert.
Wurde ABTS als Substrat verwendet, wurde die Umsetzung von Veratrylalkohol nicht bestimmt,
da die Absorption von ABTS die des Veratrumaldehyds überlagerte.
Im AAO-Assay wird eine Erniedrigung der Umsatzgeschwindigkeit der Arylalkoholoxidase durch
das entstehende H2O2 mit Hilfe von Katalase verhindert. Im Zwei-Enzym-System wurde dies
durch die Umsetzung des Coproduktes durch die DyP-Typ Peroxidase erreicht.

Tabelle 2.41: Zusammensetzung des Assays, auf dessen Basis das Zwei-Enzym-System entwickelt wurde

Zwei-Enzym-System Positivkontrolle Negativkontrolle

AAO* (10Umg−1) 25 μL – –
rPsaDyP (20Umg−1) 20 μL 20 μL 20 μL
Puffer 75 μL 75 μL 75 μL
Substrat 20 μL 20 μL 20 μL
H2O2 – 50 μL –
H2O 50μL – 50 μL
Veratrylalkohol 10 μL 10 μL 10 μL
Rückfaltungspuffer (s. 2.5.9) – 25 μL 25 μL
Gesamtvolumen 200 μL
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Das Zwei-Enzym-System wurde bei 30 °C in einem Reaktionsvolumen von 200 μL (Mikroplatten-
leser-Maßstab) etabliert. Als Reaktionspuffer wurde ein Natriumacetat-Puffer (50mM, pH4,5)
verwendet. Das Substrat der Arylalkoholoxidase (Veratrylalkohol) wurde mit einer Konzentra-
tion von 5mM (gelöst in Puffer) eingesetzt. Die Substrate der DyP-Typ Peroxidase wurden in
folgenden Konzentrationen verwendet:

� 5mM DMP in 30%igem Ethanol gelöst
� 400 μM ABTS in Wasser
� 0,3% (v/v) Annatto in Puffer

EinePositivkontrollemitH2O2 anstelle derArylalkoholoxidaseundeineNegativkontrollewurden
stets mitgeführt. Daneben wurde kontrolliert, welchen Ein luss die Verwendung der rPsaDyP
anstelle von Katalase bzw. das Fehlen eines H2O2-umsetzenden Enzyms auf die Aktivität der
Arylalkoholoxidase hat.

2.6.8.1 Bleichung von Molke

Die verwendete Molke (Strothmann reine Molke, pH4,5) wurde pur bzw. mit Annatto gefärbt
(0,3% (v/v)) verwendet. Für die Umsetzung wurde der für Annatto optimierte Assay auf 1mL
hochskaliert (Tab. 2.42) und Molke bzw. als Kontrolle 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,5 als
Reaktionspuffer verwendet.

Tabelle 2.42: Zweienzymassay für den Umsatz von Anna o in Molke

Zwei-Enzym-System Positivkontrolle Negativkontrolle

AAO (6,2 Umg−1)1 50 μL – –
DyP (0,04Umg−1)2 100 μL 100 μL 100 μL
Puffer3 bzw. Molke 550 μL 550 μL 550 μL
H2O2

4 – 250 μL –
H2O 250μL – 250 μL
Veratrylalkohol5 50 μL 50 μL 50 μL
Rückfaltungspuffer (s. 2.5.9) – 50 μL 50 μL
Gesamtvolumen 1000 μL

1 inal 3mU • 2 inal 1mU • 3 Natriumacetat-Puffer (50mM, pH4,5) mit Annatto (0,3% (v/v)) • 4 0,25mM •
5 100mM in Puffer

2.6.9 Assays für die Bes mmung der Lipaseak vität

Die Bestimmung der Lipaseaktivität erfolgte mit Kulturüberständen von Pleurotus sapidus und
Kulturüberständen von Trichoderma reesei mit der heterolog exprimierten GDS(L)-Lipase nach
Winkler und Stuckmann (1979). Weiterhin wurde für die heterolog exprimierte GDS(L)-Lipase
aus Pleurotus sapidus untersucht, ob diese neben der Lipaseaktivität auch eine Esterase-Aktivität
(s. 2.6.10) oder Feruloylesterase-Aktivität (s. 2.6.10.1, 2.6.11) besitzt. Die untersuchten Substrate
sind in den jeweiligen Assays näher beschrieben.
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2.6.9.1 Lipaseak vitätstest nach Winkler und Stuckmann (1979)

Zur Bestimmung der Lipaseaktivität wurde p-Nitrophenylpalmitat (pNPP) als Substrat verwen-
det. Zur Herstellung der Substratlösung (0,8mM)wurden 30mg p-Nitrophenylpalmitat in 10mL
Isopropanol imUltraschallbadgelöst. 207mgNatriumdesoxycholat und100mgGummiarabikum
wurden in 90mL Sørensen-Phosphat-Puffer (50mM, pH8,0) gelöst und das gelöste Substrat
unter Rühren zugefügt. Die Suspension wurde für 10min im Ultraschallbad behandelt.
Der Nachweis der Umsetzung beruht auf der enzymatischen Freisetzung von p-Nitrophenol,
welches photometrisch detektiert werden kann. Das Absorptionsmaximum des Spaltproduktes
liegt bei 405 nm. Die Messung der Enzymaktivität erfolgte an einem Mikroplattenleser bei 37 °C
fürmindestens 10min. ProReaktionsansatzwurden200 μLder vorgewärmten Substratemulsion
mit 50 μL Kulturüberstand versetzt und direkt vermessen. Der verwendete Kulturüberstand
wurde für die Messung so verdünnt, dass die Extinktionsänderung (ΔE405) 0,015 bis 0,15min−1
betrug. Als Negativkontrolle wurde die Messung mit hitzeinaktivierter Probe (10min, 95 °C)
durchgeführt.
DieBerechungderAktivität erfolgte nachGleichung7mit ɛ405nm: 16 800 Lmol−1 cm−1 alsmolarer
dekadischer Extinktionskoef izient (Ferri und Meighen 1994).

2.6.10 Esterase-Assay nach Purdy und Kola ukudy (1973)

Zur Bestimmung der Substratspezi ität wurde die Umsetzung verschiedener p-Nitrophenyl-
ester untersucht. Neben kurzkettigen p-Nitrophenylesternwie p-Nitrophenylacetat (C2), p-Nitro-
phenylbutyrat (C4) und p-Nitrophenylvalerat (C5) wurden auch p-Nitrophenyloktanoat (C8) und
p-Nitrophenylpalmitat (C16) (Tab. 2.3) verwendet. Die Bestimmung beruht auf der enzyma-
tischen Freisetzung von p-Nitrophenol, welches photometrisch bei 405 nm detektiert werden
kann. Die Messung erfolgte mit folgendem Assay:

Esterase-Assay

Probe 20 μL
80mM Kaliumphosphat-Puffer (0,5% (v/v) Triton X-100) pH 7,0 130 μL
3,5mM p-Nitrophenylester (0,5% (v/v) Triton X-100) pH 7,0 50 μL

Gesamtvolumen 200 μL

Die Stocklösungen (17,5mM) der p-Nitrophenylester wurden nach Levisson et al. (2007) in
Isopropanol hergestellt und anschließend 1:5 in 80mMKaliumphosphat-Puffer pH7,0 verdünnt.
Die Reaktion wurde durch Zugabe des Substrates gestartet und die Extinktion über einen
Zeitraum von 10min bei 405 nm und 30 °C gemessen.
DieBerechungderAktivität erfolgte nachGleichung7mit ɛ405nm: 12 000 Lmol−1 cm−1 alsmolarer
dekadischer Extinktionskoef izient (Stäudinger et al. 1973).
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2.6.10.1 Photometrischer Assay zur Bes mmung der Feruloylesterase-Ak vität10

Die Messung der Esterase-Aktivität erfolgte mittels Ferulasäuremethylester, welcher zu Ferula-
säure und Methanol hydrolysiert wird (Ralet et al. 1994). Die Differenz der Absorptionsmaxima
von freier Ferulasäure und Ferulasäuremethylester bei pH6,0 ermöglichen es, die Hydrolyse des
Esters spektrometrisch zu messen. Der Inkubationsansatz war wie folgt zusammengesetzt:

MOPS-Puffer (pH6,0) 100mM
Ferulasäure-Methylester 1,3mM
Enzymlösung 50 μL
Natriumazid 1mM
Ethanol 2%(v/v)

Jeweils 50 μL Probe bzw. Kontrolle (hitzeinaktiviertes Enzym, 10min, 95 °C) wurden mit 940 μL
Substrat-Puffer-Gemisch für 72 h bei 37 °C unter Schütteln inkubiert. Zur Inhibierung störender
Laccasenwurden dem Gemisch 100mM (10 μL) Natriumazid zugesetzt. Anschließendwurde ein
UV/Vis-Spektrum von 280 bis 340 nm aufgezeichnet.

2.6.11 Assay zum Nachweis der Feruloylesterase-Ak vität nach Linke et al. (2013)

Das Substrat (5-O-Transferuloyl- -Arabino-furanose) wurde zunächst in DMSO gelöst und an-
schließend mit Puffer vermischt. Jeweils 125 μL Probe wurden mit 375 μL Substrat/Puffer-Ge-
misch (100mM Bernsteinsäure-Tartrat-Puffer pH6,0, 3% (v/v) DMSO, 2mM 5-O-Transferuloyl-
-Arabino-furanose) für 17 h bei 37 °C im Brutschrank inkubiert und dann auf 4 °C gekühlt.
Anschließend wurden 500 μL Acetonitril zugegeben. Als Kontrolle diente eine hitzeinaktivierte
Probe (30min 95 °C im Wasserbad). Zur Inhibierung von Laccasen wurde 1mM Natriumazid
verwendet. Die Produktbildung bzw. die Abnahme der Substratkonzentration wurde mittels
HPLC-DAD (Detektion bei 325 nm) verfolgt.

HPLC-Analytik der Umsetzungen

Vor der Analyse der Umsetzung der Substrate wurden die Proben durch 10 kDa-MWCO-Zentri-
fungeneinheiten iltriert, um die Enzyme aus den Ansätzen abzutennen. Das Filtrat wurde für die
Messung verwendet. Die Trennung der Produkte erfolgte an einer 250/4 Nucleosil 100-5-Säule
(Macherey-Nagel). Als Fließmittel dienten Wasser + 0,05% Ameisensäure (A) und Acetonitril +
0,05% Ameisensäure (B).

10verändert nach Ralet et al. 1994
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Die Elution erfolgte mit folgender Methode:

1) 90% A (1min)
2) Linearer Gradient von 90% A nach 0% A (über 10min)
3) 0% A (5min)
4) Linearer Gradient über 1min von 0% A nach 90% A (über 1min)
5) 90% A (2min)

Die Flußrate betrug 1,5mLmin−1. 10 μL Probe wurden iniziert und die Substratumsetzung bei
325 nm vermessen.

2.6.12 Assay zur Ak vitätsbes mmung der Feruloylesterase aus Pleurotus sapidus

Lipase-Assay (Screening-Assay) nach Linke et al. (2005a)

Linke et al. (2005a) suchten mit Hilfe dieses Assays nach einer Lipase in Kulturüberständen
von Pleurotus sapidus. Inzwischen wurde das dabei nachgewiesene Enzym als Feruloylesterase
identi iziert (Linke et al. 2013). Daher wurde für das Screening auf Aktivität des rekombinanten
Enzyms (Expression in H. polymorpha) derselbe Assay verwendet.
Für die Bestimmung der Aktivität wurde eine Substratlösung aus 5mL Tris-HCl (50mM, pH7,0)
und 2,16 g Tween® 80 verwendet. Die Bestimmung erfolgte in einem 250μL Reaktionsansatz:

Tween® 80-Lösung 200 μL
Enzymlösung 50 μL

Als Kontrolle wurde der Assay mit inaktiviertem Enzym (10min, 95 °C) durchgeführt.
Die Inkubation erfolgte für 30 bis 60min bei 37 °C und 160Umin−1. Die Reaktion wurde
durch Zugabe von 200 μL Ethanol gestoppt. Die Aktivität wurde durch Titration (Zugabe in
25 μL-Schritten) der bei der Hydrolyse von Tween® 80 freigesetzten freien Fettsäurenmit 50mM
NaOH mit 2% ethanolischem Phenolphthalein als Indikator quanti iziert. Die Nachweisgrenze
lag bei 1,25 μmol. Die Lipaseaktivität wurde aus der Differenz zwischen Kontrolle und Probe
ermittelt.
Weiterhin wurde die Aktivität mit dem Esteraseassay nach Purdy und Kolattukudy (1973)
untersucht.
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2.7 Sterilisa on und Entsorgungshinweise

2.7.1 Sterilisa on von Arbeitsmaterialien

Alle Medien, Lösungen und Geräte wurden für die Sterilisation für 20min bei 121 °C autoklaviert.
Lösungen, die nicht autoklavierbarwaren,wurdendurchSteril ilter (Porendurchmesser 0,22 μm)
iltriert. Nicht-autoklavierbare Geräte wurden über Nacht in 70%igem Ethanol eingelegt und
anschließend unter der Sterilwerkbank (Laminar) getrocknet.

2.7.2 Sterilisa on von S1-Abfällen

Flüssige und feste S1-Abfälle wurden für 40min bei 121 °C autoklaviert. Autoklavierte Flüssig-
kulturen wurden anschließend iltriert und der Durch luss in das Laborabwasser gegeben; feste
Bestandteile wurden mit dem Laborabfall entsorgt.

2.7.3 Entsorgung von Lösungsmi eln und Chemikalien

Zu entsorgende Lösungsmittel wurden durch Mikroextraktion sowie durch die weitgehende
Wiederverwendung nach destillativer Au bereitung auf ein Minimum reduziert. Nicht wieder
verwendbare Lösungsmittel wurden getrennt und nach folgenden Gruppen getrennt gesammelt:

• nichthalogenierte, mit Wasser mischbare Lösungsmittel
• nichthalogenierte, nicht mit Wasser mischbare Lösungsmittel

Halogenierte Lösungsmittelwurdennicht verwendet. Silber- undEthidiumbromid-haltigeAbfälle
wurden getrennt gesammelt. Die Lösungsmittel wurden ebenso wie andere Sonderabfälle und
Chemikalienreste der zentralen Entsorgungseinrichtung der Justus-Liebig-Universität Gießen
zugeführt.
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3 Ergebnisse

In vorangegangenen Arbeiten wurden Proteine des Sekretoms von Pleurotus sapidus mittels
hochau lösender 2D-Gelelektrophorese analysiert. Die isoelektrischen Punkte der Proteine an
den verschiedenen Kulturtagen lagen in einem Bereich von 4,0 bis 8,0 und einem Molekular-
gewichtsbereich von 10 bis 170 kDa. Insgesamt wurden über 200 Proteinspots vermessen und
massenspektrometrisch analysiert (Schüttmann 2011). Die dabei ermittelten Peptidsequenzen
wurdenmit Hilfe des Genoms des Basidiomyceten Pleurotus ostreatus (JGI Genome Portal), sowie
der Datenbank NCBI (blastp-Analyse) und der Datenbank PFAM verschiedenen Enzymen bzw.
Enzymklassen zugeordnet. Hierbei wurden unter anderem eine Arylalkoholoxidase und eine
GDS(L)-Lipase identifziert, die in der vorliegenden Arbeit kloniert und heterolog exprimiert
wurden. Die zugehörigen Peptiddaten sind in Tabelle 3.1 aufgelistet.

Tabelle 3.1: Massenspektrometrisch ermi elte Pep de

Spot-ID Sequenz Spot-ID Sequenz

Arylalkoholoxidase GDS(L)-Lipase

126-02 LVNSGTTNGLPAFR 284-397/420 EGIYAGLNTLHTR
126-02 DSSEFNADLDQWTNTR 284-397/420 NIIVVDNYGR
126-02 YAAVTGDDGWNWDNIQQFVR
126-02 TKGPLYLGMPR
126-02 LSDPTNDAALPAGGPLR
126-02 KGLVSAGGKGVPA(CamC)NGGPGPR
126-02 (OxH)GTWFDYLVVGAGNAGNVVAAR
126-41 CAMHKK
126-41 DPSVCTGPPK
126-41 CCTST(OxH)MVSKR
126-41 (OxH)KCA(CamC)VEEAGPGR
126-41 LYPTGAGNAHMTAAR
126-41 M(OxM)GPMENDNHCCGPGCGTPYEFMGCSK
284-525 AGDFAALDIDDDDALHAFLR
284-525 FFSSTPWNGYVLGR
284-525 FTAVEFVESVNR
284-548 DSSEFNADLDQWTNTR
284-548 TQGPIYLVGER
284-549 DNANTIFHPVGTASMSPR
284-549 IVDGSILPFAPNAHTQGPIYLVGER
284-549 LPTADFDYIVVGAGNAGNVVAAR
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3.1 Molekulare Iden fizierung des verwendeten Pilzes

Für diese Arbeit wurde der Basidiomycet Pleurotus sapidus Stamm 8266 verwendet, der von der
institutseigenen Stammsammlung bereitgestellt wurde. Molekularbiologisch wurde der Stamm
nach White et al. (1990) identi iziert. Dafür wurde aus genomischer DNA mit den Primern
ITS5 und ITS4 (Tab. 3.2) die ITS1- und ITS2-Region (Internal Transcribed Spacer Region),
einschließlich der 5,8S rDNA, ampli iziert (Bellemain et al. 2010). Das 712 bp große Fragment
wurde sequenziert (Abb. 3.1) und durch einen Datenbankvergleich (EMBL-EBI, WU-BLAST2,
Altschul et al. 1997) eine hohe Homologie zu 2 verschiedenen Pleurotus sapidus Stämmen
ermittelt (Tab. 3.3).

Tabelle 3.2: ITS-Primer zur Amplifizierung der rRNA der 5,8S ribosomalen Untereinheit mit ITS-Bereich

Nummer Name Sequenz TM

1473 ITS4 5'-TCC TCC GCT TAT TGA TAT GC-3' 58 °C
1474 ITS5 5'-GGA AGT AAA AGT CGT AAC AAG-3' 58 °C

TCTTGGAAAG TAAAAAGTCG TAACAAGGTT TCCGTAGGTG AACCTGCGGA AGGATCATTA 60
ATGAATTCAC TATGGAGTTG TTGCTGGCCT CTAGGGGCAT GTGCACGCTT CACTAGTCTT 120
TCAACCACCT GTGAACTTTT GATAGATCTG TGAAGTCGTC CTTCAAGTCG TCAGACTTGG 180
TTTGCTGGGA TTTAAACGTC TCGGTGTGAC AACGCAGTCT ATTTACTTAA CACACCCCAA 240
ATGTATGTCT ACGAATGTCA TTTAATGGGC CTTGTGCCTA TAAACCATAA TACAACTTTC 300
AACAACGGAT CTCTTGGCTC TCGCATCGAT GAAGAACGCA GCGAAATGCG ATAAGTAATG 360
TGAATTGCAG AATTCAGTGA ATCATCGAAT CTTTGAACGC ACCTTGCGCC CCTTGGTATT 420
CCGAGGGGCA TGCCTGTTTG AGTGTCATTA AATTCTCAAA CTCACATTTG GTTTTTCCAT 480
CTGTGATGTT TGGATTGTTG GGGGTTGCTG GCTGTAACAA GTCGGCTCCT CTTAAATGCA 540
TTAGCAGGAC TTCTCATTGC CTCTGCGCAT GATGTGATAA TTATCACTCA TCAATAGCAC 600
GCATGAATAG AGTCCAGCTC TCTAATCGTC CGCAAGGACA ATTTGACAAT TTGACCTCAA 660
ATCAGGTAGG ACTACCCGCT GAACTTAAGC ATATCAAAAC GGGGAAGAAA CG 712

Abbildung 3.1: Sequenz der 5,8S rDNA inklusive der flankierenden ITS-Bereiche des Basidiomyceten Pleurotus
sapidus Stamm 8266

Tabelle 3.3: Pleurotus sapidus-Stämme mit großen Homologien zur ermi elten ITS- und 5,8S rDNA-Sequenz

Zugriffsnummer Organismus/Stamm Homologie E-Wert

AY540327 Pleurotus sapidus/S047 98% 4,5 · 10−193
FJ810181 Pleurotus sapidus/dd08093 98% 5,6 · 10−192

Dies bestätigt, dass es sich bei dem verwendeten Basidiomyceten um Pleurotus sapidus handelt.
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3.2 Erstellung von cDNA-Bibliotheken von Pleurotus sapidus

3.2.1 Induk on

Pleurotus sapidus wurde submers kultiviert (s. 2.2.1), wobei dem Medium verschiedene enzym-
spezi ische Substrate (s. 2.2.1.5) zugesetzt wurden, um das Expressionsmuster von Pleurotus
sapidus zu beein lussen und die Expression der Zielenzyme zu steigern. Das Wachstum der
Hauptkulturen wurde täglich überprüft und die sekretierte Enzymaktivität im Kulturüberstand
mit Hilfe photometrischer Assays (Tab. 2.13) quantitativ erfasst.

3.2.1.1 Arylalkoholoxidase

Die Arylalkoholoxidaseaktivität stieg über den Kulturverlauf an und erreichte ab dem 10. Kultur-
tag ein Plateau bei ca. 220UL−1 (Abb. 3.2). Durch die Zugabe von Veratrylalkohol zum Medium
wurde die Aktivität nicht erhöht.
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Abbildung 3.2: Sekre erte Arylalkoholoxidaseak vität während der Kul vierung von Pleurotus sapidus
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3.2.1.2 Lipase

Das Wachstum des Myzels und die Aktivität von Lipasen im Sekretom wurde durch die ver-
wendete Kohlenstoffquelle (C-Quelle) signi ikant beein lusst. Die Hauptkulturen, denen Keimöl
bzw. Glucose als Kohlenstoffquelle diente, wuchsen deutlich schneller als die Hauptkulturen mit
Tween® 80 als Kohlenstoffquelle. Die Aktivität von Lipasen im Sekretom wurde täglich mit Hilfe
des Lipaseassays (s. 2.6.9.1) photometrisch bestimmt. Ein deutlicher Induktionseffekt wurde bei
der Kultivierung des Pilzes mit Tween® 80 als einziger C-Quelle beobachtet, die Verwendung
von Keimöl als C-Quelle zeigte jedoch im Vergleich zum SNL-Medium keinen Effekt (Abb. 3.3).
Die höchste Lipaseaktivität (26UL−1) wurde am 5. Kulturtag gemessen. Die Lipaseaktivitäten
in den Kulturüberständen mit Keimöl bzw. Glucose als Kohlenstoffquelle stieg über die gesamte
Kulturdauer an, blieb aber deutlich hinter denen von Kulturüberständen mit Tween® 80 zurück.
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Abbildung 3.3: Lipaseak vität in Kulturüberständen von Submerskulturen von Pleurotus sapidus, kul viert in
Medien mit verschiedenen C-Quellen

3.2.1.3 DyP-Typ Peroxidase

Die Peroxidaseaktivität im Kulturverlauf von Pleurotus sapidus wurde bereits im Rahmen der
Sekretomanalyse untersucht und die höchsten Aktivtäten im Kulturüberstand zu Beginn der
Submerskultivierung gefunden (Schüttmann 2011).
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3.2.2 RNA-Isolierung und Überprüfung der RNA-Qualität

Die Isolierung der Gesamt-RNA erfolgte mit Hilfe des RNeasy® Plant Mini Kits aus Myzel des
Basidiomyceten, das zum Zeitpunkt der höchsten Enzymaktivität geerntet wurde (s. 2.3.2). Für
die Herstellung einer cDNA-Bibliothek für die Klonierung der Arylalkoholoxidase wurde Myzel
vom 10. Kulturtag verwendet, für die Klonierung der DyP-Typ Peroxidase und der Lipase wurde
Myzel vom 5. Kulturtag verwendet. Die isolierte Gesamt-RNA und ihre Stabilität wurden mittels
Agarosegelelektrophorese überprüft (s. 2.3.3).

Abbildung 3.4: Analyse der isolierten Gesamt-RNA des 5. Kulturtages; 1,1%iges, ethidiumbromidgefärbtes
Agarosegel. Aufgetragen wurden 4 μL der isolierten Gesamt-RNA nach 2 h Lagerung unter den
angegebenen Bedingungen

Das Gel zeigt ausgeprägte Banden, die dem charakteristischen Bandenmuster der 28S rRNA und
18S rRNA von Pilzen entsprechen (Abb. 3.4). Die 28S rRNA und 18S rRNA liegen etwa in dem
erwarteten Verhältnis von 2:1 vor. Dies zeigt, dass die isolierte RNA nicht degradiert ist (Accerbi
et al. 2010).

3.2.3 Synthese der cDNA

Die RNA diente als Matritze für die Synthese des Erststrangs. In einer Long-Distance-PCR
(LD-PCR) wurde der Gegenstrang synthetisiert und die cDNA ampli iziert (s. 2.3.4). Die cDNA-Bi-
bliothek aus Pleurotus sapiduswurdemittels Agarosegelelektrophorese analysiert (Abb. 3.5). Für
die nachfolgende PCR wurde die cDNA-Bank nach Zyklus 23 verwendet.
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Abbildung 3.5: cDNA aus Pleurotus sapidus. Als Template diente die Gesamt-RNA des 5. Kulturtages; 1,1%iges,
mit Ethidiumbromid gefärbtes Agarosegel
M – 100 bp DNA-Leiter, extended, aufgetragen wurden 4 μL cDNA

3.3 Arylalkoholoxidase

3.3.1 Isolierung der cDNA einer Arylalkoholoxidase aus der cDNA-Bibliothek von
Pleurotus sapidus

3.3.1.1 Ableiten der Primer

Aufgrund der großen Homologie von Pleurotus sapidus zu den nahen Verwandten P. eryngii,
P. pulmonarius und P. ostreatuswurden die massenspektrometrisch erhaltenen Peptidsequenzen
(Tab. 3.1) mit deren AAO-Sequenzen verglichen. Von den Genen der homologen Arylalkoholoxi-
dasen wurden anschließend Primer für die Ampli izierung der cDNA der Arylalkoholoxidase
von Pleurotus sapidus abgeleitet. Die Lage der Primer wurde so gewählt, dass das ampli izierte
Fragment sowohl das Start- als auch das Stoppcodon des Enzyms enthielt (s. 2.3.5.1).
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3.3.1.2 Amplifizierung und Klonierung der cDNA der Arylalkoholoxidase

Die cDNA der Arylalkoholoxidase wurde aus der cDNA-Bibliothek von Pleurotus sapidus mit-
tels PCR mit den abgeleiteten Primern ampli iziert (s. 2.3.5). Die PCR-Produkte im erwarte-
ten Größenbereich von ca. 1800 bp wurden aus dem Agarosegel isoliert, unter Nutzung des
TOPO/TA Cloning Kits (Invitrogen) in den Vektor pCR2.1-TOPO zwischenkloniert und der Vektor
pCR2.1-TOPO-AAO (Abb. 3.6) erzeugt.

pCR2.1-TOPO-AAO
5713 bp

lac-Prom
otor

T7-Promotor

lacZα

KanR-Prom
otor

Abbildung 3.6: Vektorkarte des Klonierungsvektors pCR2.1-TOPO-AAO, mit inserierter cDNA-Sequenz der
Arylalkoholoxidase, durch die das lacZα-Gen inak viert wurde
pUC origin – high copy Replika onsursprung, Amp(R) – Ampicillinresistenzgen,
Kan(R) – Kanamycinresistenzgen, f1 ori – f1 Bakteriophage-Replika onsursprung
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Der Vektor wurde in E. coli TOP10-Zellen transformiert und vermehrt (s. 2.3.7). Insert-positive
Transformanten wurden mittels Blau/Weiß-Screening identi iziert (s. 2.2.5) und das Insert mit
Hilfe der Kolonie-PCR und Agarosegelelektrophorese analysiert (s. 2.3.5.2, Abb. 3.7). Als Primer
wurden ein vektorspezi ischer Primer und ein Gen-spezi ischer Primer kombiniert, sodass das
erwartete PCR-Produkt ca. 200 bp größer ist als das inserierte Gen.

Abbildung 3.7: Analyse der PCR-Produkte zur Kontrolle der Insert-Größe; 1,2%iges, ethidimbromidgefärbtes
Agarosegel
M – DNA-Leiter (1 kbp), 1-6 – untersuchte Klone

Mittels Kolonie-PCR wurden 6 Insert-positive Transformanten überprüft, von denen fünf ein
Insert mit der erwarteten Größe (ca. 2000 bp) besaßen (Abb. 3.7). Die Plasmidemit einem Insert
der erwarteten Größe wurden isoliert und sequenziert (MWG Operon).

3.3.2 Bioinforma sche Analyse der AAO-Sequenz

Die ermittelten Sequenzen wurdenmit Hilfe von ChromasPro® analysiert. Die klonierte Sequenz
umfasst 1782 Basenpaare und wurde unter der Zugriffsnummer LN830265 bei EBI-EMBL
veröffentlicht. Sie codiert ein Protein mit 593 Aminosäuren (Abb. 3.8). Das berechnete Moleku-
largewicht des Proteins beträgt 63,6 kDa mit einem pI von 4,85 (ExPASy ProtParam, Tab. 2.12).
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ATGTCGTTTA GTGCACTTCG TCAACTTCTC TTCATCGCTT GCTTGGCTCT GCCATCACTG 60
M S F S A L R Q L L F I A C L A L P S L
GCGGCCGCTA ACCTCCCAAC CGCCGATTTT GACTACATCG TCGTCGGGGC GGGGAACGCG 120
A A A N L P T A D F D Y I V V G A G N A
GGGAATGTTG TCGCTGCACG ACTCACGGAG GATCCCAACG TGTCTGTCTT GGTCCTCGAA 180
G N V V A A R L T E D P N V S V L V L E
GCGGGTGTAT CAGATGAGAA TGTAGTAGGG GCAGAGGCTC CACTTCTTGC GCCCGGACTT 240
A G V S D E N V V G A E A P L L A P G L
GTTCCTAACT CTATCTTCGA CTGGAATTAC ACGACAACAG CTCAAGCTGG GTACAATGGG 300
V P N S I F D W N Y T T T A Q A G Y N G
CGGTCGATTG CGTACCCTCG TGGCCGTATG CTAGGAGGGT CTAGCTCTGT TCATTACATG 360
R S I A Y P R G R M L G G S S S V H Y M
GTTATGATGC GCGGTTCGAT AGAGGACTTC GATCGCTATG CGGCCGTCAC TGGCGATGAT 420
V M M R G S I E D F D R Y A A V T G D D
GGATGGAACT GGGACAACAT CCAGCAGTTC GTCAGGAAGA ACGAAATGGT CGTGCCCCCT 480
G W N W D N I Q Q F V R K N E M V V P P
GCTGACAACC ATAATACTTC CGGCGAATTT ATCCCAGCGG TACATGGGAC TAACGGCTCT 540
A D N H N T S G E F I P A V H G T N G S
GTCTCTATTA GCTTGCCAGG CTTCCCTACC CCACTTGATG ATCGCGTCTT AGCCACAACT 600
V S I S L P G F P T P L D D R V L A T T
CAGGAGCAAA GCGAAGAGTT CTTTTTCAAT CCTGACATGG GAACAGGTCA TCCTCTCGGA 660
Q E Q S E E F F F N P D M G T G H P L G
ATCAGTTGGT CAATCGCATC AGTCGGCAAC GGTCAACGTA GCAGTTCTTC TACTGCCTAC 720
I S W S I A S V G N G Q R S S S S T A Y
TTACGGCCTG CCCAGTCACG GCCCAATCTC AGCGTGTTGA TAAATGCTCA AGTGACTAAA 780
L R P A Q S R P N L S V L I N A Q V T K
CTCGTTAACA GCGGAACGAC GAACGGCCTA CCTGCGTTCC GGTGTGTAGA GTACGCAGAG 840
L V N S G T T N G L P A F R C V E Y A E
CGTGAAGGAG CACCAACGAC GACTGTTTGT GCTAAAAAAG AAGTCGTTCT TTCCGCGGGA 900
R E G A P T T T V C A K K E V V L S A G
TCCGTTGGTA CCCCCATCCT TCTGCAATTG TCAGGCATCG GTGATCAGAG TGATCTGTCA 960
S V G T P I L L Q L S G I G D Q S D L S
GCCGTTGGTA TCGATACCAT CGTCAACAAT CCTAGCGTAG GCCGAAACCT GTCCGACCAC 1020
A V G I D T I V N N P S V G R N L S D H
TTGCTCCTTC CTGCTACGTT CTTCGTCAAC AACAATCAAT CATTCGATAA CCTCTTCAGA 1080
L L L P A T F F V N N N Q S F D N L F R
GACTCGTCCG AGTTCAACGC TGATTTAGAT CAGTGGACAA ACACTAGAAC GGGCCCTCTC 1140
D S S E F N A D L D Q W T N T R T G P L
ACCGCGCTGA TTGCTAACCA CCTGGCCTGG CTGCGGTTGC CATCGAATTC AAGCATCTTC 1200
T A L I A N H L A W L R L P S N S S I F
CAGTCCGTCC CGGACCCAGC TGCGGGCCCC AACTCGGCTC ATTGGGAGAC CATCTTCTCG 1260
Q S V P D P A A G P N S A H W E T I F S
AACCAATGGT TCCATCCAGC TCTCCCTCGT CCTGATACTG GTAACTTTAT GAGCGTTACA 1320
N Q W F H P A L P R P D T G N F M S V T
AACGCATTAA TTGCTCCCGT GGCCCGTGGG GACATCAAGC TTGCTACGTC CAACCCATTC 1380
N A L I A P V A R G D I K L A T S N P F
GACAAGCCAC TCATCAACCC GCAGTATCTC TCAACGGAAT TCGACATCTT CGCCATGATC 1440
D K P L I N P Q Y L S T E F D I F A M I
CAAGCAGTCA AATCCAACCT CCGTTTCCTT TCTGGCCAAG CATGGGCAGA TTTCGTTATA 1500
Q A V K S N L R F L S G Q A W A D F V I
CGCCCATTCG ATGCCCGTTT GAGCGACCCG ACGAACGACG CTGCTATCGA GTCATACATC 1560
R P F D A R L S D P T N D A A I E S Y I
CGAGACAACG CCAACACAAT TTTCCACCCA GTAGGAACGG CCAGCATGTC CCCACGCGGA 1620
R D N A N T I F H P V G T A S M S P R G
GCTTCTTGGG GCGTCGTAGA TCCCGATCTC AAGGTCAAAG GTGTGGACGG CCTCAGAATC 1680
A S W G V V D P D L K V K G V D G L R I
GTCGATGGGT CTATTTTGCC CTTCGCGCCA AACGCGCACA CCCAAGGACC GATATACCTT 1740
V D G S I L P F A P N A H T Q G P I Y L
GTAGGCGAAC GAGGAGCTGA TCTAATTAAG GCTGATCAGT AG 1782
V G E R G A D L I K A D Q *

Abbildung 3.8: Nukleo d- und übersetzte Aminosäuresequenz der Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidus
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Die Domänensuche mittels Pfam (Sanger Institut, Finn et al. 2014) zeigte, dass das Enzym zu
der Familie der GMC-Oxidoreduktasen gehört. Bei Datenbankrecherchen (blastp, NCBI) wurden
hohe Homologien der klonierten Sequenz zu Arylalkoholoxidasen aus Pleurotus pulmonarius
(NCBI: AAF31169.1) undPleurotus eryngii (NCBI: AAC72747.1) festgestellt. Die hochkonservierte
Dinukleotid-Bindungsmotiv (DBM)-Sequenz G9xG11xxG14(x)18E33 (Fernández et al. 2009) und
die Signatur-2-Konsensussequenz (PROSITE PS00624) der GMC-Oxidoreduktasen wurden iden-
ti iziert (Abb. 3.9).
Mittels PSORTPrediction (HortonundNakai 1997,Horton et al. 2007) und SinganlP 4.1 (Petersen
et al. 2011) wurde für die Arylalkoholoxidase ein Signalpeptid mit einer Länge von 21 Aminosäu-
ren vorhergesagt. Ein Vergleich der abgeleiteten Aminosäuresequenz der Arylalkoholoxidasemit
denN-Termini der reifenProteine ausPleurotus ostreatusundPleurotus pulmonarius (Sannia et al.
1991, Varela et al. 2000a) sowie den ermittelten Peptidsequenzen (Tab. 3.1)machen ein längeres
Signalpeptid (AS 1-24) plausibel. Ohne Signalpeptid umfasst die Sequenz 569 Aminosäuren. Das
reife Protein hat ein berechnetes Molekulargewicht von 61,1 kDa und einen theoretischen pI
von 4,8. In Abbildung 3.9 ist ein Vergleich der Aminosäuresequenz des klonierten Enzyms mit
Peptidsequenzen von potentiellen Arylalkoholoxidasen aus dem Sekretom von Pleurotus sapidus
dargestellt. Das klonierte Enzym kann dem Sekretom des Pilzes zugeordnet werden.

AAO MSFSALRQLLFIACLALPSLAAANLPTADFDYIVVGAGNAGNVVAARLTEDPNVSVLVLE 60
284-549 LPTADFDYLVVGAGNAGNVVAAR

***********************
AAO AGVSDENVVGAEAPLLAPGLVPNSIFDWNYTTTAQAGYNGRSIAYPRGRMLGGSSSVHYM 120

AAO VMMRGSIEDFDRYAAVTGDDGWNWDNIQQFVRKNEMVVPPADNHNTSGEFIPAVHGTNGS 180
126-02 YAAVTGDDGWNWDNIQQFVR

********************
AAO VSISLPGFPTPLDDRVLATTQEQSEEFFFNPDMGTGHPLGISWSIASVGNGQRSSSSTAY 240

AAO LRPAQSRPNLSVLINAQVTKLVNSGTTNGLPAFRCVEYAEREGAPTTTVCAKKEVVLSAG 300
126-02 LVNSGTTNGLPAFR

**************
AAO SVGTPILLQLSGIGDQSDLSAVGIDTIVNNPSVGRNLSDHLLLPATFFVNNNQSFDNLFR 360

AAO DSSEFNADLDQWTNTRTGPLTALIANHLAWLRLPSNSSIFQSVPDPAAGPNSAHWETIFS 420
126-02 DSSEFNADLDQWTNTR

****************
AAO NQWFHPALPRPDTGNFMSVTNALIAPVARGDIKLATSNPFDKPLINPQYLSTEFDIFAMI 480

AAO QAVKSNLRFLSGQAWADFVIRPFDARLSDPTNDAAIESYIRDNANTIFHPVGTASMSPRG 540
126-02 LSDPTNDAALPAGGPLR
284-549 ********* DNANTIFHPVGTASMSPR

******************
AAO ASWGVVDPDLKVKGVDGLRIVDGSILPFAPNAHTQGPIYLVGERGADLIKADQ 593
284-549 IVDGSILPFAPNAHTQGPIYLVGER

*************************

Abbildung 3.9: Vergleich der Aminosäuresequenz der Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidusmit denmassen-
spektrometrisch generierten Pep dsequenzen (grau). Iden sche Aminosäuren (*), Signalpep d
(rot), GMC Oxidoreduktasen Signatur 2, DBM-Sequenz G9xG11xxG14(x)18E33
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3.3.2.1 Berechnung eines Strukturmodells für die Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidus

Mit dem Programm SWISS-MODEL wurde ein Strukturmodell der Arylalkoholoxidase aus
Pleurotus sapidus in Homologie zur dreidimensionalen Struktur einer Arylalkoholoxidase aus
Pleurotus eryngii (PDB-ID 3FIMB) berechnet (Abb. 3.11). Die beiden Arylalkoholoxidasen weisen
eine Sequenzidentität von ca. 95% auf (Abb. 3.10).

--- β -- --- α --- -- β --
Psa LPTADFDYIV VGAGNAGNVV AARLTEDPNV SVLVLEAGVS DENVVGAEAP LLAPGLVPNS 60
Per ---ADFDYVV VGAGNAGNVV AARLTEDPDV SVLVLEAGVS DENVLGAEAP LLAPGLVPNS 57

***** * ********** ******** *********** **** ***** **********
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAnAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAA

Psa IFDWNYTTTA QAGYNGRSIA YPRGRMLGGS SSVHYMVMMR GSIEDFDRYA AVTGDDGWNW 120
Per IFDWNYTTTA QAGYNGRSIA YPRGRMLGGS SSVHYMVMMR GSTEDFDRYA AVTGDEGWNW 117

********** ********** ********** ********** ** ******* ***** ****
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAA

Psa DNIQQFVRKN EMVVPPADNH NTSGEFIPAV HGTNGSVSIS LPGFPTPLDD RVLATTQEQS 180
Per DNIQQFVRKN EMVVPPADNH NTSGEFIPAV HGTNGSVSIS LPGFPTPLDD RVLATTQEQS 177

********** ********** ********** ********** ********** **********
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAA

Psa EEFFFNPDMG TGHPLGISWS IASVGNGQRS SSSTAYLRPA QSRPNLSVLI NAQVTKLVNS 240
Per EEFFFNPDMG TGHPLGISWS IASVGNGQRS SSSTAYLRPA QSRPNLSVLI NAQVTKLVNS 237

********** ********** ********** ********** ********** **********
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAA

Psa GTTNGLPAFR CVEYAEREGA PTTTVCAKKE VVLSAGSVGT PILLQLSGIG DQSDLSAVGI 300
Per GTTNGLPAFR CVEYAEQEGA PTTTVCAKKE VVLSAGSVGT PILLQLSGIG DENDLSSVGI 297

********** ****** *** ********** ********** ********** * *** ***
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAA

Psa DTIVNNPSVG RNLSDHLLLP ATFFVNNNQS FDNLFRDSSE FNADLDQWTN TRTGPLTALI 360
Per DTIVNNPSVG RNLSDHLLLP AAFFVNSNQT FDNIFRDSSE FNVDLDQWTN TRTGPLTALI 357

********** ********** * **** ** *** ****** ** ******* **********
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAn AAAAAAAAAA AAAAAAAA

Psa ANHLAWLRLP SNSSIFQSVP DPAAGPNSAH WETIFSNQWF HPALPRPDTG NFMSVTNALI 420
Per ANHLAWLRLP SNSSIFQTFP DPAAGPNSAH WETIFSNQWF HPAIPRPDTG SFMSVTNALI 417

********** ******* * ********** ********** *** ****** *********
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAA

Psa APVARGDIKL ATSNPFDKPL INPQYLSTEF DIFAMIQAVK SNLRFLSGQA WADFVIRPFD 480
Per SPVARGDIKL ATSNPFDKPL INPQYLSTEF DIFTMIQAVK SNLRFLSGQA WADFVIRPFD 477

********* ********** ********** *** ****** ********** **********
AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAnlAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAA

Psa ARLSDPTNDA AIESYIRDNA NTIFHPVGTA SMSPRGASWG VVDPDLKVKG VDGLRIVDGS 540
Per PRLRDPTDDA AIESYIRDNA NTIFHPVGTA SMSPRGASWG VVDPDLKVKG VDGLRIVDGS 537

** *** ** ********** ********** ********** ********** **********
AAAAAAAA©A AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAAAAAAAA AAAA AAAAAAAAAA AAAA

Psa ILPFAPNAHT QGPIYLVGER GADLIKADQ 569
Per ILPFAPNAHT QGPIYLVGKQ GADLIKADQ 566

********** ******** *********

Abbildung 3.10: Vergleich der Arylalkoholoxidasesequenzen von Pleurotus sapidus (ohne postulierte Signalse-
quenz) und Pleurotus eryngii (PDB-ID 3FIMB). Hervorgehoben sind die FAD-Bindungsdomäne,
das ak ve Zentrum sowie die kataly sche Base H505 (l), das an der Alkoholbindung beteiligte
H549 (©), die Aminosäuren Y95, F400, F504, die Bestandteil des Flaschenhalses sind (n) und
sieben poten elle Glykosylierungsstellen (hellgrün), vorhergesagt mit NetNGlyc 1.0)

Aufgrundder großenAhnlichkeitwurdedie StrukturderArylalkoholoxidase ausPleurotus eryngii
für die Modellierung gewählt. Anschließend wurde über den Onlineservice von NCBI mit der
erstellten PDB-Datei ein VAST-Search (Vector Alignment Search Tool) durchgeführt und die
3D-Struktur mit Chimera analysiert.
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A

B

IFDWNYTTTAQAGYNGRSIAYPRGRMLGGSSSVHYMVMMRGSIEDFDRYAAVTGDDGWNW

H4 H5 H6 H7β β β β

DNIQQFVRKNEMVVPPADNHNTSGEFIPAVHGTNGSVSISLPGFPTPLDDRVLATTQEQS

C CH8 H9 H10β β β

ARLSDPTNDAAIESYIRDNANTIFHPVGTASMSPRGASWGVVDPDLKVKGVDGLRIVDGS

H22 H23 H24
D Aβ β β β β β β

LPTADFDYIVVGAGNAGNVVAARLTEDPNVSVLVLEAGVSDENVVGAEAPLLAPGLVPNS

A H1 B H2 H3β β β γ

DTIVNNPSVGRNLSDHLLLPATFFVNNNQSFDNLFRDSSEFNADLDQWTNTRTGPLTALI

H16 H17 H18G D Dβ β β β βγ

ILPFAPNAHTQGPIYLVGERGADLIKADQ

H25γ

EEFFFNPDMGTGHPLGISWSIASVGNGQRSSSSTAYLRPAQSRPNLSVLINAQVTKLVNS

H11 H12 H13D E E B Aββ β βγ γ

ANHLAWLRLPSNSSIFQSVPDPAAGPNSAHWETIFSNQWFHPALPRPDTGNFMSVTNALI

H19D D Dβ β β βγ

APVARGDIKLATSNPFDKPLINPQYLSTEFDIFAMIQAVKSNLRFLSGQAWADFVIRPFD

H20 H21H H Dβ β β ββ β

GTTNGLPAFRCVEYAEREGAPTTTVCAKKEVVLSAGSVGTPILLQLSGIGDQSDLSAVGI

H14 H15F F A A Gββ β

Abbildung 3.11: A – Modell der Arylalkoholoxidase mit FAD
Hervorgehoben sind die konservierte FAD-Bindestelle, das ak ve Zentrum, der Substrat-
Zugangsloop, die kataly sche Base H505, das an der Alkoholbindung beteiligte H549, sowie
die aroma schen Reste Y95, F400 und F504, die den Zugang zum ak ven Zentrum limi eren.
Das als An gendeterminante ausgewählte Pep d ist lila hervorgehoben
B – Primärsequenz mit korrespondierenden Sekundärstrukturelementen (PDBsum)
gezeigt sind die α-Helices, β-Stränge, β-turns und γ-turns. β-Haarnadelschleifen sind als
Schleifen und die Disulfidbrücke gelb dargestellt
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Die berechnete Struktur der Arylalkoholoxidase zeigt zwei Domänen und ähnelt der räumlichen
Struktur anderer Flavoenzyme. Beide Domänen besitzen charakteristische β-Faltblattstrukturen
und homologe Motive zu anderen Oxidoreduktasen. Der N-Terminus zeigt ein β-α-β-Motiv, das
an der Bindung des AMP-Teils des FAD-Cofaktors beteiligt ist. Die zweite homologe Region, die
Arylalkoholoxidasen und andere Oxidoreduktasen besitzen, ist das aktive Zentrum im Bereich
des C-Terminus. Drei aromatische Reste (Y95, F400 und F504) bilden einen Flaschenhals am
Substrat-Zugangsloop und beschränken den Zugang von Substraten zum aktiven Zentrum. Das
Substrat gelangt durch den Flaschenhals zum aktiven Zentrummit dem C1-Atom in der Nähe des
FAD-Rings und den Seitenketten der katalytischen Reste H505 und H549 (nach Fernández et al.
2009).
Die Auswahl eines exponierten Proteinbereichs für die Produktion eines polyklonalen Antikör-
pers wurde auf Basis des Strukturmodells der Arylalkoholoxidase (Abb. 3.11) und Homologie-
untersuchungen getroffen und die Aminosäuresequenz NQSFDNLFRDSSEFNA als Antigendetermi-
nante ausgewählt (s. 2.1.10).

3.3.3 Klonierung der AAO-Sequenz in Expressionsvektoren

Für die heterologe Expression der Arylalkoholoxidase wurde die cDNA aus dem Klonierungsvek-
tor mit Hilfe von Restriktionsenenzymen in Expressionsvektoren umkloniert (s. 2.3.6.4). Dafür
wurden die Schnittstellen für die verwendeten Restriktionsendonukleasen mit Hilfe spezi ischer
Primer in einer PCR an die Enden der cDNA angefügt. Die PCR-Produkte und die Expressionsvek-
toren wurden mit den entsprechenden Restriktionsenzymen verdaut. Anschließend wurden die
Produkte mittels Agarosegelelektrophorese analysiert (Abb. 3.12).
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XbaI/SalI
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pET-15b

NdeI/XhoI
pColdI

Abbildung 3.12: Kontrolle des Restrik onsverdaus; 1,2%ige ethidiumbromidgefärbte Agarosegele
Unter den Gelen sind der verwendete Vektor und die verwendeten Restrik onsendonukleasen aufgeführt
M – DNA-Leiter (1 kbp DNA-Leiter), 1 – Vektor (Kontrolle), 2 – Vektor, linearisiert, 3 – für die
Klonierung verwendetes PCR-Fragment ( s)
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Die Klonierungselemente wurden aus dem Gel eluiert, gereinigt und das Insert in den linearisier-
ten Expressionsvektor ligiert.
Im Folgenden ist als Beispiel die Vektorkarte des Expressionsplasmids pET15b-AAO dargestellt
(Abb. 3.13). Die codierende SequenzderArylalkoholoxidasewurdenachRestriktionmitNdeI und
XhoI in den Vektor inseriert.

pET15b-AAO
7494 bp

T7-Promotor
lac-Operator
His6-tag
Thrombin-SchnittstelleT7-Terminator

ori

Am
pR

-P
ro

m
ot

or

lacIq-Prom
otor

Abbildung 3.13: Karte des Expressionsvektors pET 15b-HisAAO
ori – pUC orgin: high copy Replika onsursprung, rop – Regulatorprotein Rop (repres-
sor of primer) für die Replika on des Plasmids, AmpR – Ampicillinresistenzgen,
lacI – lac-Repressor, His6 – His-tag
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3.3.4 Heterologe Expression in E. coli

3.3.4.1 Heterologe Expression als His6-Arylalkoholoxidase

Für die heterologe Expression der Arylalkoholoxidase in E. coli wurde die codierende DNA-Se-
quenz in denVektor pET15b kloniert (s. 2.1.8, 2.3.6.8). Dabeiwurde das Protein für die Reinigung
mit einem N-terminalen His-tag und einer darauf folgenden Thrombin-Spaltstelle fusioniert. Die
Expression der His6-AAO erfolgte im E. coli Stamm BL21 (DE3) (s. 2.2.3.1) und wurde mittels
SDS-PAGE analysiert (s. 2.4.2.1).
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Abbildung 3.14: Heterologe Expression der His6-Arylalkoholoxidase
Colloidal Coomassie gefärbte SDS-PAGE;M – Proteinstandard, VI – vor Induk on, NI – nach
Induk on

Die Uberexpression mit diesem System führte zur Bildung großer Mengen des Proteins (Abb.
3.14), allerdings unlöslich in Form von inclusion bodies.

3.3.4.2 Heterologe Expression als MBP-Arylalkoholoxidase

Eine Möglichkeit, lösliche und biologisch aktive Proteine in E. coli zu produzieren, ist die
Fusion des Proteins mit einem MBP-tag (Maltose-Bindeprotein), welches die Löslichkeit und
darüber hinaus die korrekte Faltung des

”
Passagierproteins“ fördert. In diesem Fall wurde die

Arylalkoholoxidase in zwei Varianten des Expressionsvektors pMAL (Tab. 2.9) mit dem MBP zur
MBP-Arylalkoholoxidase fusioniert. Der pMAL-c4x Variante fehlt diemalE-Signalsequenz, sodass
das Fusionsprotein im Cytoplasma verbleibt. Bei der pMAL-p4x Variante besitzt das MBP seine
natürliche N-terminale Lokalisationssequenz, die das Fusionsprotein in den periplasmatischen
Raum dirigiert. Hierdurch wird eine verbesserte Faltung von Proteinen mit Disul idbrücken
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ermöglicht. Die beiden Fusionsproteine wurden in E. coli K12TB1 bzw. BL21 (DE3) exprimiert
(s. 2.5.1.1) und auf Löslichkeit untersucht.

Abbildung 3.15: Heterologe Expression der MBP-AAO in E. coli
A - K12 TB1, cytoplasma sche (c) bzw. periplasma sche (p) Expression
B - BL21 (DE3), cytoplasma sche Expression
Colloidal Coomassie gefärbte SDS-PAGE; M – Proteinstandard, VI – vor Induk on, NI – nach
Induk on

Die Expression ohne die Lokalisationssequenz in E. coli K12TB1 führte zur Bildung des Fusions-
proteins mit einer apparenten Größe von ca. 113 kDa (Abb. 3.15 A). Das Fusionsprotein wurde
allerdings teilweise gespalten. Neben dem erwarteten Produkt wurden zusätzliche Proteinban-
den mit ca. 43 kDa und 63 kDa nachgewiesen, die dem MBP-tag sowie der Arylalkoholoxidase
entsprechen. Die Menge der nachgewiesenen Arylalkoholoxidase war jedoch deutlich niedriger
als die Menge des MBP. Dies zeigte, dass das Fusionsprotein teilweise auch bis zum stabilen MBP
abgebaut wurde. Nach dem Zellaufschluss mittels Ultraschall wurde das Fusionsprotein in der
unlöslichen Fraktion nachgewiesen.
Auch die Expression mit der malE-Signalsequenz führte zur Bildung des Fusionsproteins mit
einer apparenten Größe von ca. 107 kDa, allerdings wurde hauptsächlich die Bande für das
unfusionierteMBP nachgewiesen (Abb. 3.15 A). Offensichtlichwurde das Fusionsprotein bis zum
stabilen MBP abgebaut, da nur geringe Mengen des Fusionsproteins und große Mengen des MBP
nachgewiesenwurden. Für die Isolierung der periplasmatischen Fraktionwurde ein osmotischer
Zellaufschluss (s. 2.5.2.3) durchgeführt. Die Analyse mittels SDS-PAGE zeigte, dass das gebildete
Fusionsprotein in der unlöslichen und das MBP in der löslichen Fraktion vorlag.
Daherwurde für die Expression der Protease-de iziente StammBL21 (DE3) verwendet, um einen
proteolytischen Abbau des Fusionsproteins zu verhindern (s. 2.2.3.1). Mit Hilfe dieses Stammes
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wurde eine Steigerung der Expression ohne die Lokalisationssequenz gegenüber dem Stamm
K12 TB1 erreicht. Die Verwendung dieser Zellen führte zu einer deutlich geringeren Spaltung
des Fusionsproteins (Abb. 3.15 B). Die Expression mit der Lokalisationssequenz kam hingegen
fast vollständig zum Erliegen. Der Aufschluss der BL21(DE3)-Zellen mit den überexprimierten
Proteinen wurde wie in Abschnitt 2.5.2 durchgeführt. Die löslichen und unlöslichen Bestandteile
wurden durch Zentrifugation getrennt und Proben von Pellet und Uberstand mittels SDS-PAGE
analysiert (Abb. 3.16).

Abbildung 3.16: Analyse der Löslichkeit nach Expression der MBP-AAO in E. coli BL12 (DE3)
Colloidal Coomassie gefärbte SDS-PAGE; M – Proteinstandard, VI – vor Induk on, NI – nach
Induk on, P – Pellet, Ü – lösliche Frak on

DasFusionsproteinunddie hydrolysiertenFusionspartner lagenhauptsächlich inder unlöslichen
Fraktion vor. Geringe Mengen wurden auch in der löslichen Fraktion nachgewiesen (Abb. 3.16).
Daher wurde versucht, das lösliche Fusionsprotein mittels Chromatographiesäulen mit Amylo-
sematrix zu reinigen (s. 2.5.4.3). Allerdings band fast ausschließlich der freie MBP-tag an die
Matrix. Eine Reinigung und Anreicherung der MBP-AAO war somit nicht möglich. Daher wurde
die Peptidase Faktor Xa ohne vorherige Reinigung zum Uberstand gegeben (5% bezogen auf den
Gesamtproteingehalt ermittelt nach Bradford). Nach der Abspaltung des tags durch die Peptidase
wurde der Uberstand auf AAO-Aktivität überprüft. Dabei wurden pH-Wert, Inkubationstempera-
turen und -zeiten variiert, jedoch keine Aktivität nachgewiesen.
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3.3.4.3 Kälteschockexpression mit pColdI

Mit den bisher verwendeten Expressionssystemen wurde keine ausreichende Löslichkeit und
Aktivität der Arylalkoholoxidase erreicht. Daher wurde die codon usage an denWirtsorganismus
E. coli B angepasst und die synthetische Sequenz mit bzw. ohne Signalsequenz in den Vektor
pCold I kloniert. Die Expression wurde mit E. coli BL21(DE3)-Star-Zellen durchgeführt und
optimiert.
Der cspA-Promotor ist bei 4 °C aktiv. Die Lagerung von Stammplatten mit transformierten
Zellen im Kühlschrank kann daher dazu führen, dass der Vektor ausgeschleust wird. Deshalb
wurde der Ein luss der zur Inokulation verwendeten Zellen (Stammplatte oder Glycerolkultur)
auf das Expressionslevel von Bakterienkulturen untersucht (s. 2.5.1.1). Die Verwendung einer
Vorkultur, die mit Zellen einer zwei Tage alten Stammplatte angimpft wurde, führte im Vergleich
zur Verwendung einer Vorkultur, die mit Zellen eines Glycerolstocks angeimpft wurde, zu
einem deutlich niedrigeren Expressionslevel. Daher wurde für alle weiteren Untersuchungen die
Vorkultur immer mit Zellen des Glycerolstocks inokuliert.
Ein weiterer kritischer Faktor bei der Verwendung des pCold-Systems ist die Induktion. Diese in-
det durch einen Kälteschock und die Zugabe von IPTG statt. Unter den verschiedenen getesteten
Mechanismen für den Kälteschock führte eine Abkühlung der Kultur in einem Eiswasserbad für
15min und eine anschließende Inkubation für 30min bei 15 °C zur stärksten Induktion. Daneben
wurde die Regulation der Expression durch die beiden Promotoren kontrolliert. Dazu wurden
die Induktionsmechanismen kombiniert bzw. alleine durchgeführt und es wurde gezeigt, dass
nur die Kombination beider Induktionsmechanismen (Kälteschock und IPTG) zur Bildung des
Zielproteins führte.Weiterhinwurde überprüft, welchenEin luss der Induktionszeitpunkt auf die
Expressionsrate des Zielproteins hat. Dabei wurde ein deutlicher Effekt auf die Proteinausbeute
gezeigt: So führte eine Induktion bei OD600 = 0,3 zu einer deutlich höheren Proteinmenge als die
Induktion zu einem späteren Zeitpunkt.
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Die Expression bei niedrigen Temperaturen führt in der Regel zu einer niedrigeren Produktaus-
beute, wobei diese häu ig durch eine längere Inkubation ausgeglichen wird. Daher wurde das
Expressionslevel für die Arylalkoholoxidase bei der Inkubation in einem Temperaturbereich von
8 °C bis 15 °C über einen Zeitraum von 24h bis 48 h untersucht. Dabei wurde eine optimale
Expressionsdauer von 36 h bei 10 °C ermittelt.

200
120
100

70
60
50

40

30

25

HIS AAO

kDa M VI NI

20

15

P Ü

Abbildung 3.17: Heterologe Expression der His-AAOmit dempCold-System in BL21star (DE3)-Zellen undAnalyse
der Löslichkeit
Colloidal Coomassie gefärbte SDS-PAGE; M – Proteinstandard, VI – vor Induk on, NI – nach
Induk on, P – Pellet, Ü – lösliche Frak on

Die Expression bei niedrigen Temperaturen mit dem pCold-Vektor erhöhte die Löslichkeit der
Arylalkoholoxidase nicht, und das Enzym lag weiterhin in inclusion bodies vor (Abb. 3.17). Durch
die Anpassung der Nukleotidsequenz an die codon usage von E. coliBwurde das Expressionslevel
jedoch deutlich gesteigert.

3.3.4.4 Koexpression mit Chaperonen

Mit dem pCold-System alleine wurde die Löslichkeit des Zielproteins nicht gesteigert. Durch eine
Koexpression der Arylalkoholoxidase mit Chaperonen (s. 2.10) sollte die Ausbeute an löslichem
und aktivem Enzym verbessert werden.
Die Koexpression unter den vom Hersteller angegebenen Bedingungen führte zunächst zur
Bildung großer Mengen Chaperone, jedoch wurde keine Arylalkoholoxidase gebildet. Daher
wurde untersucht, welchen Ein luss das Konzentrationsverhältnis der verwendeten Induktoren
sowie der Zeitpunkt der Induktion auf die Mengen und das Verhältnis der gebildeten Produkte
haben. Das Konzentrationsverhältnis beein lusste das Expressionsniveau des Zielproteins und
der Chaperone entscheidend. Mit zunehmender Konzentration des Induktors für die Chaperone
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stieg die Menge des produzierten Chaperons, wobei die Bildung des Zielproteins erheblich
abnahm oder sogar zum Erliegen kam. Daher wurde für alle verwendeten Plasmide das optimale
Verhältnis der beiden Induktoren sowie der optimale Zeitpunkt für die Induktion bestimmt. Das
Expressionslevel von Chaperon zu Zielprotein wurde mittels SDS-PAGE überprüft und die Kon-
zentrationsverhältnisse der Induktoren ausgewählt, bei denen diese Proteine ein vergleichbares
Expressionsniveau hatten.

Abbildung 3.18: Koexpression der His-AAO mit Chaperonen (GroEL/ES (A) bzw. Triggerfaktor (B), Tab. 2.10) in
BL21star (DE3) nach Op mierung der Induktorkonzentra onen (0,25mgmL−1 -Arabinose zu
0,5mM IPTG).
SDS-PAGE, colloidal Coomassie gefärbt; M – Proteinstandard, VI – vor Induk on, NI – nach
Induk on

Die optimale Konzentration des Induktors -Arabinose betrug für die Chaperonplasmide pTF16
und pGro7 0,25mgmL−1, wobei ein vergleichbares Expressionslevel für die Arylalkoholoxidase
erreicht wurde, wenn deren Expression mit 0,5mM IPTG induziert wurde (Abb. 3.18). Für
das Chaperonplasmid pG-Tf2 wurde ein optimales Konzentrationsverhältnis von 5 ngmL−1
Tetracyclin zu 0,5mM IPTG (AAO) ermittelt. Anders als vom Hersteller angegeben war der
optimale Zeitpunkt für die Induktion der Chaperone nicht zu Beginn der Kultivierung sondern
1 h danach.
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Die Koexpression wurde unter optimierten Bedingungen durchgeführt, anschließend wurden
die Zellen geerntet und – wie in Abschnitt 2.5.2.2 beschrieben – aufgeschlossen. Die löslichen
und unlöslichen Bestandteile wurden durch Zentrifugation getrennt und mittels SDS-PAGE und
anschließendem Western-Blot mit spezi ischen Antikörpern analysiert (Abb. 3.19). Die lösliche
Fraktion von einem Kulturvolumen von 200mL wurde dafür mit Hilfe von Pall-Zentrifugenröhr-
chen (MWCO 10 kDa) um den Faktor 5 konzentriert.
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Abbildung 3.19: Nachweis löslicher Arylalkoholoxidase (AAO) mi els SDS-PAGE und Western-Blot nach Koex-
pression mit den Chaperonen GroES, GroEL und TIG
A - SDS-PAGE, colloidal Coomassie gefärbt;M – Proteinstandard, P – Pellet,Ü – lösliche Frak on
B - Western-Blot mit AAO-spezifischem An körper

1 Kontrolle (rückgefaltete AAO*)
2 unter Koexpression mit Chaperonen exprimierte Arylalkoholoxidase nach Zellauf-

schluss in der löslichen Frak on
M Proteinstandard (Prestained Protein Molecular Weight Marker)

DieKoexpressionmit Triggerfaktor alleine (pTf16) führte nicht zu einerErhöhungder Löslichkeit.
Mit Hilfe der Chaperone GroEL und GroES (pGro7), auch in Kombination mit dem Triggerfaktor
(pG-Tf2), wurde die Löslichkeit der Arylalkoholoxidase erhöht, allerdings war weiterhin ein
großer Teil des Proteins in inclusion bodies eingeschlossen. Mit Hilfe des Western-Blots wurde in
der löslichen Fraktion Arylalkoholoxidasemit einem apparentenMolekulargewicht von 62,6 kDa
spezi isch mittels Antikörper detektiert. Zusätzlich wurde eine Bande mit einem Molekularge-
wicht von ca. 126 kDa nachgewiesen. Die AAO-Aktivität in der löslichen Fraktionenwurdemittels
AAO-Assay überprüft undeineAktivität vonmaximal 29UL−1 ermittelt. Anschließendwurde eine
Ni2+-Af initätschromatographie unter nativen Bedingungen durchgeführt, um das Enzym aus der
löslichen Fraktion zu reinigen (s. 3.3.6).

104



Ergebnisse

3.3.5 Heterologe Expression in Hansenula polymorpha

Die Versuche zur heterologen Expression der Arylalkoholoxidase in Hansenula polymorphawur-
den von der Firma Artes Biotechnology durchgeführt. Als Expressionsstamm diente
Hansenula polymorphaRB11. Für die cytosolische Expression wurde die codon usage an den
Wirtsorganismus angepasst und das Plasmid pFPMT121-H1-M-AAO-H6 konstruiert. Für die
Expression der rekombinanten Arylalkoholoxidase wurde die Hefe unter dereprimierenden
Bedingungen kultiviert und der Gesamtzelleextrakt, sowie die lösliche und unlösliche Fraktion
mit Hilfe der denaturierenden SDS-PAGE und anschließendem Western Blot analysiert (Abb.
3.20). Als Kontrolle wurde der Expressionsstammmit dem entsprechende Vektor ohne AAO-Gen
transformiert. Der Nachweis des heterolog exprimierten Enzyms erfolgte über den His-tag
mittels spezi ischem Antikörper.
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Abbildung 3.20: Western Blot der cytosolischen Expression der Arylalkoholoxidase in Hansenula polymorpha
(Artes Biotechnology). Analysiert wurde der AAO-Gehalt des Gesamtzellextraktes sowie der
cytosolisch löslichen und unlöslichen Frak on.
M – Proteinstandard, 1 – Kontrolle, 2 – Gesamtzellextrakt, 3 – unlösliche Frak on, 4 – lösliche
Frak on

Im Western Blot wurde eine dominante Bande für ein Protein mit einem apparenten Mole-
kulargewicht von ca. 60 kDa nachgewiesen, die vermutlich der Arylalkoholoxidase entspricht.
Mehr als 50% der cytosolisch exprimierten Arylalkoholoxidase waren in der löslichen Fraktion
lokalisiert (Abb. 3.20 Spur 4). In der löslichen Fraktion wurde mit Hilfe des AAO-Assays (s.
2.6.2.1) die Aktivität bei pH3,5 und pH6,0 bestimmt. Bei pH3,5 wurde eine Trübung der
Reaktionslösung festgestellt, was eine Messung unmöglich machte. Diese Trübung war, wenn
auch vermindert, ebenfalls bei pH6,0 zu sehen. Darau hin wurde die Probe mit Hilfe von
Zentrifugationsröhrchen mit einer Ausschlussgröße von 30 kDa von kleineren Molekülen und
Salzen getrennt. Anschließend wurde bei pH6,0 eine AAO-Aktivtät von ca. 5 U L−1 ermittelt.
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3.3.6 Reinigung der rekombinanten Arylalkoholoxidase (E. coli)

3.3.6.1 Reinigung der löslich exprimierten Arylalkoholoxidase

Die Reinigung der heterolog in E. coli exprimierten Arylalkoholoxidase erfolgte mit Hilfe des
His-tags (s. 2.5.4.1).
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Abbildung 3.21: Reinigung der löslichen Arylalkoholoxidase über Ni2+-NTA-Affinitätschromatographie unter
na ven Bedingungen. Die Arylalkoholoxidase wurde unter Koexpression der Chaperone
GroEL/GroES und Trigger-Faktor (pG-Tf2) exprimiert.
Colloidal Coomassie gefärbte SDS-PAGE; M – Proteinstandard, VI – vor Induk on, NI – nach
Induk on, P – Pellet, Ü – lösliche Frak on, D – Durchbruch,W1,W2 – Waschschri e 1 und 2,
E1, E2 – Eluate 1 und 2

Bei der Reinigung des löslichen Enzyms unter nativen Bedingungen band nur wenig Zielprotein
an die Säule, sodass über diese Methode keine Anreicherung des Enzyms erreicht wurde (Abb.
3.21). Daher wurde die unlösliche Fraktion für die denaturierende Reinigung und anschließende
Rückfaltung verwendet.

3.3.6.2 Denaturierende Reinigung aus inclusion bodies

Bei der heterologen Expression in E. coli wurde die Arylalkoholoxidase hauptsächlich in inclu-
sion bodies eingeschlossen. Daher wurde versucht, durch Solubilisierung des Proteins und
anschließende Rückfaltung lösliche und aktive Arylalkoholoxidase in ausreichenden Mengen für
eine Charakterisierung zu gewinnen (s. 2.5.9). Dafür wurde das EnzymdurchHarnstoff in Lösung
gebracht (Solubilisierung), was eine Denaturierung des Proteins zur Folge hatte. Anschließend
wurde das Protein mittels Ni2+-Af initätschromatographie unter denaturierenden Bedingungen
(s. 2.5.4.2) gereinigt.
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Abbildung 3.22: Reinigung der His-AAO unter denaturierenden Bedingungen
Colloidal Coomassie gefärbte SDS-PAGE; M – Proteinstandard, VI - vor Induk on, NI – nach
Induk on, P – Pellet,Ü – lösliche Frak on, D – DurchbruchW1,W2 -Waschschri e 1 und 2, E1,
E2 – Eluate 1 und 2

Abbildung 3.22 zeigt den Verlauf der denaturierenden Reinigung. Zusätzlich wurden Proben
vor und nach der Induktion (VI, NI) aufgetragen. Durch die Inkubation im LEW-Puffer über
Nacht wurde ein großer Teil der Arylalkoholoxidase in Lösung gebracht (U). Im Pellet (P) wurde
noch unlösliche Arylalkoholoxidase nachgewiesen. Mittels Ni2+-Af initätschromatographie ist es
gelungen, Fremdproteine abzutrennen und die Arylalkoholoxidase zu reinigen. Das Eluat wurde
für die Rückfaltung eingesetzt. Für die gereinigte Arylalkoholoxidase wurde ein apparentes
Molekulargewicht von 62,5 kDa ermittelt.

3.3.7 Rückfaltung

Bei der Rückfaltung wurde das chaotrope Agens durch blitzartige Verdünnung ( lash dilution) in
einen Renaturierungspuffer entfernt (s. 2.5.9).
Die Lagerung der Arylalkoholoxidase im Elutionspuffer führte zu einer starken Verminderung
der Enzymaktivität nach Rückfaltung, daher wurde das Eluat stets direkt und vollständig in Rück-
faltungspuffer verdünnt. Für die Rückfaltung der His6-AAO wurden verschiedene Verdünnungen
getestet. Dabei zeigte sich, dass höhere Verdünnungen zu einer höheren Enzymaktivität führten.
Für die Rückfaltung der His6-AAO wurde das Enzym 1:50 ( inal 4,4 μgmL−1) in Rückfaltungspuf-
fer verdünnt und für 96 h bei 16 °C gelagert. Zu de inierten Zeiten wurde die Aktivität des rück-
gefalteten Enzyms überprüft. Anschließend wurde das Enzym mittels Pall-Zentrifugenröhrchen
um den Faktor 3 konzentriert und im Rückfaltungspuffer bei 4 °C gelagert. Die Aktivität der
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Arylalkoholoxidase ohne Signalsequenz stieg über einen Zeitraum von 10 Tagen deutlich weiter
an. Für die rückgefaltete AAO* wurde nach 10 Tagen eine Aktivität von 188UL−1 bestimmt. Bei
der Rückfaltung der Arylalkoholoxidase ohne Signalsequenz wurde eine höhere AAO-Aktivität
ermittelt als für die Arylalkoholoxidase mit Signalsequenz (6U L−1). Die so gewonnene aktive
AAO* ohne Signalsequenz wurde für die nachfolgende Charakterisierung verwendet.
Nach der Rückfaltung wurde die Pleurotus sapidus-Arylalkoholoxidase mittels Antikörper nach
nativer und denaturierender PAGE nachgewiesen. Die gereinigte AAO* wurde im Western-Blot
nach SDS-PAGE (Abb. 3.23) selektiv mit einemMolekulargewicht von ca. 63 kDa nachgewiesen.

M 1kDa
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55

35
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15

Abbildung 3.23: Nachweis der rückgefalteten Arylalkoholoxidase mit spezifischen An körper nach denaturie-
render SDS-PAGE und Western-Blot.
M – Maker, 1 – rückgefaltete Arylalkoholoxidase

108



Ergebnisse

3.3.7.1 Bes mmung der Rückfaltungseffizienz

Für dieBestimmungderRückfaltungsef izienzwurdedie rückgefalteteArylalkoholoxidase (AAO*)
in Natriumphosphat-Puffer (100mM, pH 6,0) umgepuffert (s. 2.5.9.1) und ein Spektrum von
300 bis 600 nm aufgenommen. Die rückgefaltete Arylalkoholoxidase (AAO*) zeigt das typische
Absorptionsspektrum FAD-enthaltender Enzyme.
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Abbildung 3.24: UV-VIS Spektrum der gereinigten und rückgefalteten Arylalkoholoxidase aus E. coli

Für die Bestimmung der Rückfaltungsef izienz wurde die Proteinkonzentration bei 280 nm
und die Konzentration des freien FAD bei 450 nm vor und nach Denaturierung bestimmt.
Nach der Denaturierung wurden zusätzlich 1,15± 0,02 μM freies FAD nachgewiesen. Auf den
Gesamtproteingehalt bezogenbedeutet dies, dass 54± 2%des FADgebundenwar,was denAnteil
korrekt gefalteter Arylalkoholoxidase widerspiegelte.
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3.3.8 Biochemische Charakterisierung

3.3.8.1 Bes mmung des pH-Op mums

Das pH-Optimum für die AAO*wurdemit Veratrylalkohol als Substrat und verschiedenen Puffern
bestimmt:

• McIlvaine-Puffer (Tab. 2.28)
• Natriumacetet-Puffer (50mM)
• Natriumphosphat-Puffer (100mM)
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Abbildung 3.25: Rela ve Ak vität der AAO* in Abhängigkeit von pH-Wert und Puffer

Die AAO* zeigte ein breites pH-Optimum mit einer Aktivität von mehr als 80% der maximalen
Aktivität im Bereich von pH3-7 und eine signi ikante Abnahme der Aktivität bei pH8 (Abb.
3.25). Die höchste AAO-Aktivität wurde in beiden Puffern bei pH5 bestimmt. Die Aktivität der
rekombinanten AAO* in Natriumphosphat-Puffer pH6,0 betrug 90%.
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3.3.8.2 Bes mmung des Temperaturop mums

Mit Hilfe des AAO-Assays (s. 2.6.2) wurde die Abhängigkeit der AAO*-Aktivität von der Tempera-
tur untersucht. Der Assay wurde in einem Temperaturbereich von 20 bis 80 °C in 10 °C-Schritten
durchgeführt.
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Abbildung 3.26: Rela ve AAO*-Ak vität in Abhängigkeit von der Temperatur

Für die rückgefaltete Arylalkoholoxidase wurde ein Temperaturoptimum von 60 °C ermittelt
(Abb. 3.26).

3.3.8.3 Bes mmung der kine schen ParameterKm und kcat

DiekinetischenParameter –Michelis-Menten-Konstante (Km) undkatalytischeKonstante (kcat) –
der rückgefalteten Arylalkoholoxidase wurden mit dem optimierten AAO-Assay (s. 2.6.2.1) für
verschiedene Substrate bestimmt. Als Substrate wurden die primären, aromatischen Alkohole
Benzylalkohol, p-Anisalkohol, Veratrylalkohol und Zimtalkohol verwendet.
Dafür wurde zunächst – wie unter 2.6 beschrieben – für jedes Substrat die optimale Enzym-
konzentrationbestimmt. AnschließendwurdedieReaktionsgeschwindigkeit unterMichelis-Men-
ten-Bedingungen bei konstanter Enzymkonzentration und steigender Substratkonzentration
bestimmt. Die ermittelten Reaktionsgeschwindigkeiten (ν) wurden direkt linear gegen die Sub-
stratkonzentration aufgetragen undmit Hilfe der Software OriginPro 8.6 eine Sättigungshyperbel
an die Messdaten angepasst (Abb. 3.27). Die enzymkinetischen Parameter (Km und νmax) ließen
sich direkt aus der Hyperbel ablesen und sind in Tabelle 3.4 zusammengefasst.
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Abbildung 3.27: Cornish Bowden Diagramme zur Herleitung der enzymkine schen Parameter der AAO*.
A – Veratrylalkohol, B – p-Anisalkohol, C – Benzylalkohol, D – Zimtalkohol. Aufgetragen ist die
Reak onsgeschwindigkeit in Abhängigkeit der Substratkonzentra on. Die Diagramme wurden
mit OrginPro 8.6 erstellt und die Sä gungshyperbel (—) mit Hilfe der Michaelis-Menten-
Gleichung ν = (νmax×S)/(Km + S) an die Messdaten (n) angepasst

Tabelle 3.4: Kine sche Parameter für die rekombinante (E. coli) rückgefaltete Arylalkoholoxidase aus Pleurotus
sapidus gegenüber verschiedenen Substraten

Substrate
Km kcat kcat Km

-1 νmax

in μM in s−1 in s−1 M−1 in μM s−1

Benzylalkohol 629 34 5,5 · 104 0,14
Veratrylalkohol 270 98 3,6 · 105 0,16
p-Anisalkohol 55 154 2,8 · 106 0,17
Zimtalkohol 789 67 8,5 · 104 0,19

Weiterhin wurde Coniferylalkohol als Substrat verwendet. Coniferylalkohol wird durch die AAO*

umgesetzt. Die AAO* wies gegenüber Coniferylalkohol eine Aktivität von 13,0± 0,9 U L−1 bzw.
eine spezi ische Aktivität von 2,4± 0,2 Umg−1 auf.
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3.4 DyP-Typ Peroxidase

3.4.1 Isolierung und Klonierung der codierenden Sequenz der DyP-Typ Peroxidase

Für die Isolierung der codierenden Sequenz einer DyP-Typ Peroxidase von Pleurotus sapidus
wurde die RNA aus dem Myzel des 5. Kulturtages einer Submerskultur verwendet. Die Ampli i-
zierung der Sequenz erfolgte mittels PCR, wobei Primer von einer homologen DyP-Typ Peroxida-
sesequenz aus dem Genom (DOE-JGI) von Pleurotus ostreatus abgeleitet wurden.

10
4
2,5
2
1,5

1

0,5

Mkbp 1

Abbildung 3.28: Analyse der PCR-Produkte für die Klonierung der DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus;
1,2%iges, ethidiumbromidgefärbtes Agarosegel. Die mit der Pfeilspitze markierte Bande wurde
aus dem Gel ausgeschni en und extrahiert
M – DNA-Leiter (1 kbp DNA-Leiter), 1 – PCR-Produkte, erwartete Fragmentgröße für das
DyP-Typ Peroxidase-cDNA: 1600 bp

PCR-Produkte mit der erwarteten Fragmentgröße von ~1600 bp wurden aus dem Agarosegel
isoliert (Abb. 3.28) und in den Vektor pCR2.1-TOPO® zwischenkloniert. Anschließend wurden
E. coli TOP10-Zellen mit diesem Vektor transformiert, um ihn zu vervielfältigen (s. 2.2.4.1,
2.3.7). Danach wurden die Plasmide aus den Zellen isoliert und gereinigt. Für die Kontrolle der
klonierten cDNA wurden die Plasmide zur Sequenzierung an die Firma MWG Euro ins gesandt.
Die erhaltenen Sequenzen wurden mit ChromasPro® analysiert. Die klonierte cDNA-Sequenz
umfasst 1551Basenpaare und wurde und bei EBI-EMBL unter der Zugriffsnummer LN830264
veröffentlicht. Sie codiert ein Protein mit einer Größe von 516 Aminosäuren (Abb. 3.29).
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ATGCGCTGGT GGACTACCTG CGTCGCTCTC ACTTCGTTAA TACCTTACGC CCTCTTGCCC 60
M R W W T T C V A L T S L I P Y A L L P

AGTTATGGGT TCAATCTGCC TCAGCAACTC GAGGCGAGGC AGAACGACTA TCCGAGTGGA 120
S Y G F N L P Q Q L E A R Q N D Y P S G

TCCCTACTAC ACGACTATCC TGGGCAGCAT ACATTGCCAA CGCTTGAGTT GATCCAGAAG 180
S L L H D Y P G Q H T L P T L E L I Q K

TTGAATGCCA CTAATGGCAC ATTCCTGCCG CTGGAAGAGA TTCAAGGAGA TATTATGATT 240
L N A T N G T F L P L E E I Q G D I M I

GGCATGAGGA AGCCCAAAGA AATCTTCTTT TTCTACTCGC TTCAGAATCC AAGGAAGTTC 300
G M R K P K E I F F F Y S L Q N P R K F

AAGAGTGTCC TCGCGAAATT GATATACCCT CACATAACTA CGACTGCTCA AATGGTCTGC 360
K S V L A K L I Y P H I T T T A Q M V C

ACCACCTGCG CGCAACCCTC AGCTATGCTG AACGTCGCTT GGACTTCCCA AGGGTTGCGT 420
T T C A Q P S A M L N V A W T S Q G L R

AAGCTCGGCG TCTTAGATAA CCTCGGTGAT CCCTACTTCG CTATGGGGCA ATTAAGCGAC 480
K L G V L D N L G D P Y F A M G Q L S D

GCTGCCGCGC TTGGTGATAC CGACCCAAGC ACAACTTGGG CCCCAGGTCT CTACGCCAAC 540
A A A L G D T D P S T T W A P G L Y A N

AAGACGGACG GCGCATTCCT CATCGCGGCT AAAGACTGGG AACCCATCGA CACCTTACTT 600
K T D G A F L I A A K D W E P I D T L L

AATCAAATGA AGGCCTGGTT GGGTGATGCG ATCGTAGAGA CACACAGCAA CAGGGGCGCA 660
N Q M K A W L G D A I V E T H S N R G A

GTACGACCTG GCGATGCAGC TGGTAAAGAG CACTTTGGCT GGCTTGATGG CTTTATTCAA 720
V R P G D A A G K E H F G W L D G F I Q

CCTGCTGTAG CTGGCTTTGC TACAAGCACA TATCCCGGAC AGCAGCTCCT CCTACCCGGT 780
P A V A G F A T S T Y P G Q Q L L L P G

ACGCTTTTGA CGAAGGAAAT CGGCGACCCT CGCAGAGCTG CCCGACCAGC ATGGACGAAA 840
T L L T K E I G D P R R A A R P A W T K

TGGGGTTCCT TCATGGCTTA CCGACAACTT CAGGAGCTCG TTCCCGAGTT TGATGACTAT 900
W G S F M A Y R Q L Q E L V P E F D D Y

CTTATGCAAG AAGCGGCCCT CATTCAGGAC TCGTCAAGGA GCGTCCGCGA GCGCGCCGAC 960
L M Q E A A L I Q D S S R S V R E R A D

CTTCTTGGAG CCCGTATGTT CGGTCGCTGG AAGAGCGGTA CTCCTCTTGA CCTTGCTCCA 1020
L L G A R M F G R W K S G T P L D L A P

GAGAAAGACG ACCCATCCAT CGGCCCAAAT CTTATGTTGA ACAATAACTT CGACTTCAAC 1080
E K D D P S I G P N L M L N N N F D F N

CACCCAGCGC CATTCAACAT CAATACCAAC CAATCCTACT GTCCATTCTC GGCCCACATC 1140
H P A P F N I N T N Q S Y C P F S A H I

CGCAAGATTC GCCCTCGTGC TGATCAAGGA AATCAGAATC TCAAGAACCA AATGATCAGG 1200
R K I R P R A D Q G N Q N L K N Q M I R

GCCAGTATAC CTTATGGCGA AGAACTCAGC GACGACGAGA TAAACAACAA GAAGACAGGG 1260
A S I P Y G E E L S D D E I N N K K T G

ACTGAACGTG GTGTCGCATT TGTGACCTAT CAAAGTGATC TCGGTTCAGG ATTTCACTTC 1320
T E R G V A F V T Y Q S D L G S G F H F

CAGCAGGCTG AATGGGCCAA CAACGTCAAC ATCCCCACTG GAAAAAGCGA TCCAACACCT 1380
Q Q A E W A N N V N I P T G K S D P T P

GGATTTGACC CGATTGTCGG CCAGAACAGC GGTAAACCGC TTGTTGTCTC TGGGATTGAT 1440
G F D P I V G Q N S G K P L V V S G I D

TACACAGATC TTAACCACGA CTTGACCTTC ATGAGTTTCG TTGTTTCAAA GGGAGGGGAC 1500
Y T D L N H D L T F M S F V V S K G G D

TACTTCTTCA GCCCCTCCAT GTCCGCCATC TTGCACAAAA TCGCTGCTTA A 1551
Y F F S P S M S A I L H K I A A *

Abbildung 3.29: Nukleo d- und übersetzte Aminosäuresequenz der DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus

114



Ergebnisse

3.4.2 Bioinforma sche Analyse der cDNA-Sequenz

Ein Vergleich mit der Datenbank NCBI (blastn) ergab, dass die Sequenz eine große Ahnlich-
keit zu dem Gen einer potentiellen DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus ostreatus (GenBank:
AM283034.1; Identität: 91%) zeigt. Die abgeleitete Aminosäuresequenz hat ein theoretisches
Molekulargewicht von 57,1 kDa und einen berechneten pI zu 5,73 (ExPASy ProtParam, Tab. 2.12).
Durch bioinformatische Untersuchungen (Prosite, Pfam und InterProScan 4) wurde das Enzym
eindeutig als Mitglied der DyP-Typ Peroxidase-Familie identi iziert (Abb. 3.30).

SIGNALPSUPRFAMILYPROSITETIGRFAMs

SignalP-NN (euk)

unintegratednoIPR

SSF54909

Dimeric alpha-beta barrelIPR011008

Dimeric alpha-beta barrel

PS51404

TIGR01413

Dyp-type peroxidaseIPR006314

Dyp_perox_fam: Dyp-type peroxidase family

DYP_PEROXIDASE

signal-peptide

InterPro Match
5161

Query Sequence

Abbildung 3.30: Funk onelle Analyse der übersetzten Aminosäuresequenz mi els InterProScan

Datenbankrecherchen (NCBI - blastp) ergaben, dass die Aminosäuresequenzen aus Pleurotus
sapidus und Pleurotus ostreatus (ID EMBL CAK55151.1) eine Ubereinstimmung von 95% aufwei-
sen. Weiterhin weist die Aminosäuresequenz aus Pleurotus sapidus eine Identität von 43% zu
der Sequenz einer DyP-Typ Peroxidase von Bjerkandera adusta (der Stamm wurde in der Ver-
gangenheit fälschlicherweise als Thanatephorus cucumeris identi iziert; NCBI Zugriffsnummer:
BAA77283.1) sowie 42% zu den Sequenzen von DyP-Typ Peroxidasen ausMycetinis scorodonius
(bislang alsMarasmius scorodonius bezeichnet; NCBI ZugriffsnummerB0BK71.1) undAuricularia
auricula-judae (NCBI Zugriffsnummer: AFJ79723) auf.
In der Sequenz wurde das unter allen Mitgliedern der DyP-Typ Peroxidase-Familie konservierte
Strukturmotiv GxxDG identi iziert (Sugano 2009). Konservierte Reste, die an der Katalyse
beteiligt sind, wurden ebenfalls in der Sequenz identi iziert. Außerdemwurdenmit Hilfe der Pro-
gramme NetNGly1.0 (Gupta et al. 2004) und NetOGly 3.1 (Julenius et al. 2005) potentielle Glyko-
sylierungsstellen identi iziert. Die DyP-Typ Peroxidase weist vier potentielle N-Glykosylierungs-
stellen und eine potentielle O-Glykosylierungsstelle auf.
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3.4.2.1 Berechnung eines Strukturmodells für die DyP-Typ Peroxidase

Uber denOnlineservice von SWISS-MODELwurdedie hypothetischeTertiärstruktur derDyP-Typ
Peroxidase aus Pleurotus sapidus in Homologie zur Röntgenkristallstruktur der DyP-Typ Per-
oxidase aus Auricularia auricula-judae (PDB-ID 4AU9B) berechnet (Abb. 3.31). Die Strukturen
wiesen eine Homologie von 44% auf.

rPsaDyP MRWWTTCVAL TSLIPYALLP SYGFNLPQQL EARQNDYPSG SLLHDYPGQH TLPTLELIQK 60
AauDyP ---------- ---------- ---------- ---------- ---------- ----------

rPsaDyP LNATNGTFLP LEEIQGDIMI GMRKPKEIFF FYSLQNPRKF KSVLAKLIYP HITTTAQMVC 120
AauDyP -----ATSLN TDDIQGDILV GMHKQKQLFY FFAINDPATF KTFLASDIAP VVASVTQLSN 55

* * ***** ** * * * * * * * ** * * *
rPsaDyP TTCAQPSAML NVAWTSQGLR KLGVLDNLGD PYFAMGQLSD AAALGDTDPS TTWAPGLYAN 180
AauDyP -VATQPLVAL NIAFSNTGLL ALGVTDNLGD SLFANGQAKD ATSFKES--T SSWVPQFAGT 112

** * * * ** *** ***** ** ** * * * *
rPsaDyP KTDGAFLIAA KDWEPIDTLL NQMKAWLGDA IVETHSNRGA VRPGDAAGKE HFGWLDGFIQ 240
AauDyP GIHGVIILAS DTTDLIDQQV ASIESTFGSS ISKLYSLSAS IRPGNEAGHE MFGFLDGIAQ 172

* * ** * * * *** ** * ** *** *
rPsaDyP PAVAGFATST YPGQQLLLPG TLLTKEIGDP RRAARPAWTK WGSFMAYRQL QELVPEFDDY 300
AauDyP PAINGFNTP- LPGQNIVDAG VIITGATNDP --ITRPSWAV GGSFLAFRQL EQLVPEFNKY 229

** ** * *** * * ** ** * *** * *** ***** *
rPsaDyP LMQEAALIQD SSRSVRERAD LLGARMFGRW KSGTPLDLAP EKDDPSIGPN LMLNNNFDFN 360
AauDyP LLDNAP---A GSGSLQARAD LLGARMVGRW KSGAPIDLTP TADDPALGAD AQRNNNFTYS 286

* * * * *** ****** *** *** * ** * *** * ****
rPsaDyP HPAPFNINTN QSYCPFSAHI RKIRPRADQG N----QNLKN ---QMIRASI PYGEELSDDE 413
AauDyP HAG-FDLGSD QSHCPFSAHI RKTRPRADLG GSLTPPNLSA GANSIMRSGI PYGPEVTSAE 345

* * ** ******* ** ***** * ** * * *** * *
rPsaDyP INNKKTGTER GVAFVTYQSD LGSGFHFQQA EWANNVNIPT GKSDPTPGFD PIVGQNSGKP 473
AauDyP SASNTTTQER GLAFVAYQAQ LSQGFHFLQQ TWADNANFPP GKTPATVGLD PIIGQNNGQP 405

* ** * *** ** * **** * ** * * * ** * * * ** *** * *
rPsaDyP LVVSGIDYTD LNHDLTFMSF VVSKGGDYFF SPSMSAILHK IAA 516
AauDyP RVVNGLLPSN SSASLSIPQF VVSHGGEYFF SPPISAIGGR LSA 448

** * * * *** ** *** ** *** *

Abbildung 3.31: Vergleich der Aminosäuresequenzen der rPsaDyP und einer DyP-Typ Peroxidase aus Auricularia
auricula-judae (PDB-ID 4AU9B). Hervorgehoben sind Reste mit bekannten Funk onen nach
Stri ma er et al. (2013a) sowie poten elle Glykosylierungsstellen. Konservierte Aminosäuren
(*)
blau: konserviertes GxxDG-Mo v,
rot: poten ell an der Katalyse beteiligte Aminosäuren,
hellgrün: poten elle N-Glykosylierungsstellen,
lila: poten elle O-Glykosylierungsstelle,
gelb: an der Häm-Bindung beteiligt,
grün: poten elle Substrat-Oxida onsstellen
pink: Reste der H2O2-Bindetasche

Aufgrund der Homologie kann von einer ähnlichen Faltung der beiden Proteine ausgegangen
werden, da funktions- und strukturbestimmende Sequenz- und damit auch Strukturbereiche
konserviert sind. Anschließend wurde über den Onlineservice von NCBI mit der erstellten
PDB-Datei ein VAST-Search durchgeführt. Die 3D-Struktur wurde mit Chimera analysiert (Abb.
3.32).
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A

B

DGAFLIAAKDWEPIDTLLNQMKAWLGDAIVETHSNRGAVRPGDAAGKEHFGWLDGFIQPA

H8 H10A A Bβ β β

VAGFATSTYPGQQLLLPGTLLTKEIGDPRRAARPAWTKWGSFMAYRQLQELVPEFDDYLM

H11 H12 H13Cββ β β β β β β β β

ATNGTFLPLEEIQGDIMIGMRKPKEIFFFYSLQNPRKFKSVLAKLIYPHITTTAQMVCTT

H1 H2 H3 H4β β ββγ

QEAALIQDSSRSVRERADLLGARMFGRWKSGTPLDLAPEKDDPSIGPNLMLNNNFDFNHP

H14 H15 H16
β β β β β β β β βγ

CAQPSAMLNVAWTSQGLRKLGVLDNLGDPYFAMGQLSDAAALGDTDPSTTWAPGLYANKT

H5 H6 H7Aβ β β β β β β β β

APFNINTNQSYCPFSAHIRKIRPRADQGNQNLKNQMIRASIPYGEELSDDEINNKKTGTE

H17 H18 H20H19 CCβ β β β γγ

DLNHDLTFMSFVVSKGGDYFFSPSMSAILHKIAA

H22CDβ β β β β β
RGVAFVTYQSDLGSGFHFQQAEWANNVNIPTGKSDPTPGFDPIVGQNSGKPLVVSGIDYT

H21C Dβ β β β β β β β β β β β β β

Abbildung 3.32: A – 3D-Proteinstrukturmodell der DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus - basierend auf
der Struktur der DyP-Typ Peroxidase (AauDyP; A. auricula-judae; PDB-file: 4AU9B), modelliert
mit SWISS-MODEL. Die Posi on der hervorgehobenen Reste bezieht sich auf das reife Protein
(s. 3.4.7.4)

rot: poten ell an der Katalyse beteiligte
Aminosäuren

hellblau: Häm

blau: GxxDG-Mo v grün: Aminosäuren des poten ellen LRET
gelb: an der Häm-Bindung beteiligt pink: Reste der H2O2-Bindetasche

B – Primärsequenz mit korrespondierenden Sekundärstrukturelementen (PDBsum)
gezeigt sind die α-Helices, β-Stränge, β-turns und γ-turns. β-Haarnadelschleifen sind als
Schleifen dargestellt
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Das berechnete Strukturmodell besitzt eine helikale Grundstrukturmit zwei Domänen (proximal
N-terminale, distal C-terminale Domäne), die den zentralen Cofaktor Häm einschließen. Auf
der distalen Seite des Häms ist ein prominentes Motiv aus anti-parallelen β-Faltblättern, das
zusammen mit den α-Helices eine Ferredoxin-ähnliche Faltung zeigt. Den Zugangskanal zum
Häm des katalytischen Zentrums bildet ein überwiegend hydrophober Kanal, durch den das
Cosubstrat in die H2O2-Bindetasche (D174, R338, V363 und F365) gelangt. An der Katalyse sind
die Aminosäuren D174 und R338 auf der distalen Seite des Häms sowie das proximale Histidin
(H317) als fünfter Ligand des Häms beteiligt. Als weitere Liganden des Häms bilden die Arginine
267 und 324 Wasserstof brückenbindungen mit den Propionatresten des Häms aus. Auf der
Ober läche liegen exponiert die Aminosäurereste Y343 und W383 vor, die als Oxidationsstellen
für große Substrate dienen undBestandteil eines LRET (long range electron transfer) sein können
(Liers et al. 2013a, Strittmatter et al. 2013a).

3.4.2.2 Phylogene sche Einordnung

Die Aminosäuresequenz der rPsaDyP wurde mit Hilfe der Software MEGA mit dem maximum
likelihoodAlgorithmus (Tamura et al. 2013) unter verschiedenenDyP-TypPeroxidasen ausPilzen
phylogenetisch eingeordnet (Abb. 3.33).

 Bjerkandera adusta

 Polyporaceae sp.

 Termitomyces albuminosus

 Auricularia auricula-judae

 Mycetinis scorodonius MsP1

 Mycetinis scorodonius MsP2

 Pleurotus sapidus

 Pleurotus ostreatus

 Coprinopsis cinerea

 Laccaria bicolor

Abbildung 3.33: Phylogramm von Vertretern verschiedener DyP-Typ Peroxidasen aus Basidiomyceten

Die verwandtschaftliche Beziehung auf Basis der Aminosäuresequenz wurde durch das Phylo-
gramm verdeutlicht.
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3.4.3 Heterologe Expression

Die Versuche zur heterologen Expression der DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus in
Trichoderma reesei RF6651wurden von der Firma ABEnzymes (Darmstadt) durchgeführt. Dafür
wurdeder Firmadie cDNA-Sequenzder Peroxidase zurVerfügung gestellt. Die codonusagewurde
an den Wirtsorganismus angepasst und die adaptierte Sequenz in die Plasmide pAB510 bzw.
pAB600 kloniert (Abb. 7.5). Die Expression der Peroxidase erfolgte bei beiden Konstrukten unter
der Kontrolle des cbhI-Promotors und -Terminators. Im Plasmid pAB600 wurde das Gen mit
dem cbhII-Carrier fusioniert. Als Selektionsmarker diente das Gen amdS. Insgesamt vier Per-
oxidase-positive Transformanten, zwei von jedem Konstrukt (pAB510: RH32908, RH32911 und
pAB600: RH32902, RH32903), wurden im 0,5 L-Fermentern im feed-batch- bzw. batch-Verfahren
kultiviert. Die Enzymaktivität wurde nach 91 h, 112 h, 136 h und 160 hmittels ABTS-Assay unter-
sucht (Abb. 3.34). Die höchste Peroxidase-Produktion erfolgte bei der fed-batch Fermentation des
StammesRH32908nach160 hmit einerAktivität von21 000UL−1. Der zweite Stamm(RH32911)
erreichte eine Aktivität von 18 000UL−1 nach 136 h. Die Transformanten mit dem zweiten
Konstrukt (pAB600) produzierten insgesamt weniger Peroxidase. Dabei wurden bei der batch-
Fermentation höhere Aktivitäten gemessen als bei der fed-batch-Kultivierung. Die höchsten
Peroxidaseaktivitäten wurden für beide Stämme nach 91 h ermittelt (6 500UL−1 RH32902 bzw.
5 000UL−1 RH32903).
Der Stamm RH32908 mit der höchsten Peroxidaseaktivität wurde von der Firma AB Enzymes
in einem größeren Maßstab kultiviert und der Kulturüberstand für die Charakterisierung der
Peroxidase zur Verfügung gestellt. Für diesen Kulturüberstand wurde eine Peroxidaseaktivität
von 55 000UL−1 nachgewiesen.
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Abbildung 3.34: Ak vität der rekombinant produzierten DyP-Typ Peroxidase
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3.4.4 Reinigung

Zur Bestimmung der Charakteristika der Peroxidase wurde diese zunächst gereinigt, um andere
Bestandteile des Kulturüberstandes wie weitere sekretierte Proteine, Medienkomponenten und
Glycerol1 abzutrennen.

3.4.4.1 Vorversuche

Der Kulturüberstandwurde für die Reinigung umden Faktor 5 konzentriert (s. 2.5.3). Dies führte
zu keinem Aktivitätsverlust. Für die Etablierung einer geeigneten Reinigungsmethode wurden
als Reinigungsprinzipien die Gel iltrations- (GFC), die Ionenaustausch- (IEX) und die hydrophobe
Interaktionchromatographie (HIC) getestet. DieproteinhaltigenFraktionenwurdenmittelsABTS-
Assay (s. 2.6.3.2) auf DyP-Aktivität untersucht und der Proteingehalt mittels Bradford-Assay
(s. 2.5.6) bestimmt.
Die Gel iltrationschromatographie erwies sich für die Reinigung großer Enzymmengen als
ungeeignet. Daher wurden für die Reinigung die HIC und die IEX ausgewählt. Die Auswahl
geeigneter Säulen erfolgte für die IEX und HIC zunächst im kleinen Maßstabmit 1mL-Säulen aus
dem HiTrap IEX selction kit und dem HiTrap HIC selection kit (Tab. 2.20).
Bei der HIC (s. 2.5.4.5) wurdemit allen getesteten Säulen eine erste Abtrennung von Fremdprote-
inen erreicht,wobei die besteReinigungsleistungbei derVerwendungderHiTrapPhenyl FF Säule
erzielt wurde. Dabei wurde eine beinahe vollständige Abtrennung eines Proteins mit ähnlicher
Größe erreicht, allerdings war die Reinheit der Peroxidase für eine Charakterisierung zu gering.
Eine Anderung der Pufferkonzentrationen bzw. des pH-Wertes verbesserte die Reinigungsleis-
tung nicht.
Daher wurde untersucht, ob mit Hilfe der IEX eine bessere Reinigung der Peroxidase aus dem
Kulturüberstand erreicht wird. Im Vorfeld wurde dafür eine IEF mit dem Kulturüberstand
durchgeführt und gezeigt, dass der pI der Peroxidase im neutralen Bereich liegt. Deshalb
wurde die Reinigung mittels Kationentauscher untersucht (s. 2.5.4.6). Die Proteinlösung wurde
mit einem 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,0 auf die Säule aufgetragen, sodass das Enzym
positiv geladen war und mit dem Säulenmaterial interagieren konnte. Mit den verwendeten
Kationenaustauschsäulen wurde eine gute Reinigung des Zielproteins erreicht, wobei der starke
Kationentauscher (HiTrap SP FF) eine deutlich bessere Trennleistung zeigte als ein schwacher
Kationentauscher (HiTrap CMFF). Zur Verbesserung der Proteinreinigung wurde der lineare
Gradient durch einen optimierten Stufengradienten ersetzt, sodass der Peakmit dem Zielprotein
deutlich von anderen Proteinpeaks getrennt wurde und das Zielprotein lediglich in wenigen
Fraktionen eluierte.

1Der Kulturüberstand wurde für den Versand und zur Lagerung mit Glycerol (35% (v/v)) versetzt.
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Durch eine Kombination der beschriebenen Reinigungsschritte wurde die beste Reinigung
erreicht. Dazuwurden die Fraktionenmit der höchsten Peroxidaseaktivität aus der hydrophoben
Interaktionschromatographie vereinigt, konzentriert und in den Startpuffer für die Ionenaus-
tauschchromatographie umgepuffert. Anschließend erfolgte die Reinigung mittels Kationentau-
scher. Der Erfolg der zweistu igen sequenziellen Proteinreinigung wurde mittels halbnativer
PAGE (Abb. 3.35) gezeigt.

1 2

Abbildung 3.35: Kontrolle der Reinigung mi els halbna ver PAGE
1 – Kulturüberstand, 2 – Konzentrierte ak ve Frak onen nach HIC und IEX
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3.4.5 Messung der Enzymak vität

Für den Nachweis von Enzymaktivität sowie für die kinetische Charakterisierung wurden die
Assays für die Durchführung amMikrotiterplattenleser adaptiert (s. 2.6.3.2).

3.4.5.1 Validität der Enzymtests

Für eine quantitative Bestimmung der Enzymaktivität muss die Anderung der Messgröße über
einen de inierten Zeitraum linear sein. Dafür wurde die Enzymlösung so verdünnt, dass die
Extinktion über einen Zeitraum von mindestens 10min konstant ab- bzw. zunahm (Abb. 3.36).
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Abbildung 3.36: Nachweise der Linearität über den Messzeitraum. Gezeigt ist die Umsetzung von ABTS
beispielha für eine Messung der Zunahme der Produktkonzentra on sowie die Umsetzung
von β-Caro n als Beispiel für eine Messung des Substratabbaus
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Als Parameter für eine valide Kinetik wurde nach Suelter (1990) darüber hinaus ein Konzentrati-
onsbereich ermittelt, in dem die Reaktionsgeschwindigkeit proportional mit der Enzymkonzen-
tration steigt (Abb. 3.37). Diese Kriterien wurden für jedes untersuchte Substrat experimentell
überprüft und festgelegt.
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Abbildung 3.37: Kontrolle der Validität der Enzymkine k am Beispiel von ABTS und β-Caro n. Die Reak onsge-
schwindigkeit ν in μMmin−1 nimmt propor onal zum eingesetzten Enzymvolumen zu
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3.4.5.2 Einfluss von Ammoniumsulfat und Natriumchlorid

Der Ein luss der im Verlauf der Proteinreinigung eingesetzten Salze auf die Enzymaktivität
– sowohl des gereinigten Enzyms als auch des Enzyms im Kulturüberstand – wurde überprüft,
indem für den Aktivitätstest Pufferlösungen mit 0 bis 1M Salz verwendet wurden (Abb. 3.38).
Dabei wurde gezeigt, dass die Aktivität durch den Salzzusatz deutlich abnahm. Der Zusatz
von 0,2M (NH4)2SO4 führte bereits zu einem Aktivitätsverlust von 60%. Bei zunehmenden
Salzkonzentrationen blieb die Aktivität konstant. Der Zusatz von 0,2M NaCl führte zu einem
Aktivitätsverlust von 40%, die Erhöhung der Salzkonzentration auf 0,4M zu einem Aktivitäts-
verlust von 60%. Eine weitere Erhöhung der Salzkonzentration führte zu keinem weiteren
Aktivitätsverlust. Durch Dialyse gegen 50mMNatriumacetat-Puffer pH4 war die Enzymaktivität
regenerierbar.
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Abbildung 3.38: Rela ve Enzymak vität in Abhängigkeit der Konzentra on der zugesetzten Salze im verwende-
ten Puffer
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3.4.5.3 Lagerstabilität

Das Enzym zeigte bei der Lagerung im Kulturüberstand (mit 35% Glycerol) bei 4 °C über einen
längeren Zeitraum keinen Aktivitätsverlust. Für das gereinigte und konzentrierte Enzym wurde
überprüft, unter welchen Bedingungen das Protein ohne Aktivitätsverlust gelagert werden kann.
Dafür wurde die Enzymlösung aliquotiert und wie unter 2.6.5.2 beschrieben bei 4 °C, −20 °C und
−80 °C gelagert und die Aktivität zu de inierten Zeiten ermittelt (Abb. 3.39).
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Abbildung 3.39: Rela ve Ak vität der gereinigten rPsaDyP in Abhängigkeit der Lagerdauer und -temperatur

Das gereinigte Enzym verlor bei 4 °C im Verlauf von 6 Tagen ca. 10% seiner Aktivität. Die Zugabe
von Glycerol verbesserte die Stabilität des Enzyms bei 4 °C nicht (nicht gezeigt). Das Enzym,
das bei −20 °C gelagert wurde, präzipitierte und zeigte nach dem Auftauen keine Aktivität mehr.
Bei Lagerung des Enzyms bei −80 °C war nach 6Tagen kein Aktivitätsverlust nachzuweisen,
unabhängig davon, ob das Enzym erstmalig oder bereits mehrfach (nicht dargestellt) aufgetaut
wurde. Daher wurde das gereinigte Enzym bei −80 °C (50 μL in PCR-Reaktionsgefäßen) gelagert.
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3.4.5.4 UV/Vis-Spektrum

Für das gereinigte Enzym wurde ein UV/Vis-Spektrum im Bereich von 250 bis 800 nm aufge-
nommen. Das Absorptionsspektrum des Enzyms zeigt neben dem Maximum bei 280 nm ein
Absorptionsmaximum bei 409 nm (Soret-Bande) und zwei kleinere Maxima im Bereich von
510nm und 640nm (Abb. 3.40).
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Abbildung 3.40: UV/Vis-Spektrum der gereinigten rPsaDyP

3.4.6 Scale-up

Zur Reinigung größerer Enzymmengen wurden Säulen mit einem Volumen von 20mL eingesetzt
(s. 2.5.4.7). Die etablierte Gradienten wurde bei der Maßstabsvergrößerung an das Säulenvolu-
men angepasst. Für die IEXwurde die Säulemit dem Säulenmaterial SP Sepharose FastFlow nach
Herstellerangaben selbst gepackt. Die Qualität der selbst hergestellten Säule wurde überprüft,
indem die Anzahl der Trennböden (

”
plates“) mit Hilfe von Aceton bestimmt wurde.
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3.4.6.1 Hydrophobe Interak onschromatographie

Der Kulturüberstand wurde konzentriert und auf 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,0 mit 1M
(NH4)2SO4 umgepuffert. Anschließendwurde der konzentrierte Kulturüberstand über eine Säule
mit Phenyl-Sepharose-Matrix (HiPrep Phenyl FF(high sub)) als erste Stufe gereinigt. Die prote-
inhaltigen Fraktionen wurden untersucht und in drei Peaks Proxidaseaktivität nachgewiesen.
Der Peak mit der höchsten Aktivität (Fraktionen 28 bis 35, Abb. 3.41 grün hinterlegt) wurde
für den nächsten Reinigungsschritt weiterverwendet. Das auf die Säule gegebene Volumen an
Kulturüberstand wurde von 100 μL im Vorversuch auf 12mL in der präparativen Reinigung
erhöht. Die Trennleistung wurde dadurch nicht beein lusst.

3.4.6.2 Ionenaustauschchromatographie

Die Fraktionen mehrerer FPLC-Läufe mit der höchsten Aktivität aus der ersten Reinigungsstufe
wurden vereint, konzentriert und umgepuffert (50mMNatriumacetat-Puffer pH 4,0, Macrosep®,
10 kDa MWCO, Pall). Anschließend wurde erneut in die FPLC injiziert und mit Hilfe des starken
Kationenaustauschers SP Sepharose FF getrennt (Reinigungsstufe 2, Abb. 3.42). Im zweiten
Reinigungsschritt wurde Peroxidaseaktivität nur noch in einem Peak (Abb. 3.42 grün hinterlegt)
nachgewiesen. Der Anteil des gereinigten Enzyms am Gesamtproteingehalt des Kulturüberstan-
des betrug 4%. Bei einer Wieder indung der Anfangsaktivität von 18% wurde ein Reinigungs-
faktor von 5, bezogen auf die spezi ische Aktivität, erzielt (Tab. 3.5). Die aktiven Fraktionen
mehrerer FPLC-Läufe wurden vereinigt und konzentriert und auf 50mM Natriumacetat-Puffer
pH4,0 umgepuffert (Macrosep®, 10 kDa MWCO, Pall). Die Enzymlösung wurde aliquotiert, bei
−80 °C gelagert und für weitere Untersuchungen verwendet.
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Der Erfolg der Reinigung wurde mittels denaturierender und halbnativer PAGE visualisiert (Abb.
3.43).
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Abbildung 3.43: Kontrolle der einzelnen Reinigungsstufen für die rPsaDyP aus dem Kulturüberstand von
Trichoderma reesei
A – SDS-PAGE, B – halbna ve PAGE; gefärbt mit colloidalem Coomassie
M – Proteinstandard, 1 – Kulturüberstand, 2 – Kulturüberstand umgepuffert, 3 – ak ve
Frak onen nach Phenyl-FF, 4 – Frak onen des Peak 2 mit ak vem Protein nach SP-FF,
5 – Frak onen (40–45) des Peak 1 mit abgetrenntem Fremdprotein nach SP-FF. Eine schwarze
Pfeilspitze kennzeichnet das Zielprotein, eine rote Pfeilspitze kennzeichnet ein Fremdprotein

Nach der Analyse mittels denaturierender SDS-PAGE (Abb. 3.43 A) wurden für die aktiven
Fraktionen der IEX (Peak2) eine Hauptbande mit einem Molekulargewicht von 57,4 kDa und
mehrere Banden in niedrigeren Molekulargewichtsbereichen gefunden. Ein Protein, das mit
dem Zielprotein eine Doppelbande bildete, wurde durch die zweistu ige Reinigung vollständig
abgetrennt (Abb. 3.43 Spur 5). In der halbnativen PAGE wurde im Vergleich zur SDS-PAGE nur
eine Bande nachgewiesen (s. 3.43 B). Die Banden in niedrigeren Molekulargewichtsbereichen
sind daher vermutlich auf Degradation des Zielproteins durch die Probenvorbereitung für die
SDS-PAGE zurückzuführen.
Mit einem Teil des halbnativen SDS-Polyacrylamidgels wurde eine Aktivitätsfärbung mit ABTS
durchgeführt, allerdings wurde hierbei keine Peroxidaseaktivität nachgewiesen. Die Bedingun-
gen der halbnativen SDS-PAGE führten zu einem Aktivitätsverlust des Enzyms.
Durch die Reinigung wurde die spezi ische Aktivität der DyP-Typ Peroxidase von 1,8 Umg−1 vor
der Reinigung auf 9,1 Umg−1 gesteigert (Tab. 3.5). Dies entspricht einer Anreicherung um den
Faktor 5. Gleichzeitig wurde die Reinheitszahl (s. 2.5.8) von 0,2 auf 1,1 gesteigert .
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Tabelle 3.5: Bilanzierung der zweistufigen Reinigung der rekombinanten DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus
sapidus

Probe
Protein Aktivität spez. Aktivität

Anreicherung RZin mgmL−1 in mg in % in UL−1 in U in % in Umg−1

Kulturüberstand 13,2 825,5 100 24 354 1 522 100 1,8 1 0,2
Kulturüberstand
(umgepuffert)

10,5 716,9 86,8 20 496 1 394 91,6 1,9 1,1 0,2

HIC 3,8 96 10,7 11 755 295 19,3 3,1 1,7 0,6
IEX 2,9 30,4 3,7 26 283 276 18,1 9,1 4,9 1,1

3.4.6.3 Quan fizierung der gereinigten rPsaDyP

Für die gereinigte rPsaDyP wurde mittels Bradford-Assay und UV-Absorptionsmessung (s. 2.5.6)
eine Konzentration von 27,25± 0,12 μM für das Dimer ermittelt. Dies entspricht einem Protein-
gehalt von 2,9± 0,1 g L−1.
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3.4.7 Proteinbiochemische Charakterisierung der gereinigten DyP-Typ Peroxidase

3.4.7.1 Bes mmung der na ven Konforma on

Da die Peroxidase keine Aktivität nach der halbnativen PAGE zeigte, wurde die DyP-Typ Peroxi-
dase mittels Clear Native PAGE untersucht (s. 2.4.2.4). Diese Methode eignet sich zur Trennung
von Proteinen mit einem pI < 7. Hierbei wurde gezeigt, dass die Peroxidase im Gel nicht wie
erwartet wanderte bzw. aggregierte und als Oligomer (Tetramer bzw. Hexamer) vorkam. Mittels
Aktivitätsfärbung (s. 2.4.3.4) wurde jedoch Peroxidaseaktivität nachgewiesen. Eine Bestimmung
der nativen Proteingröße war unter diesen Bedingungen allerdings nicht möglich.
Die Bestimmung der aktiven Konformation der gereinigten Peroxidase erfolgte daher mittels
Blue Native PAGE, wobei SERVA Blue G als negativ geladener Farbstoff dem Laufpuffer bzw.
Probenauftragspuffer zugegebenwurde (s. 2.4.2.3). Der Farbstoff bindet anProteine,wobei deren
native Struktur erhalten bleibt und der Farbstoff-Protein-Komplex wandert unabhängig vom pI
zur Anode. Anschließendwurde ein Teil des Gels mit colloidalem Coomassie gefärbt undmit dem
anderen Teil eine Aktivitätsfärbung mit ABTS durchgeführt (Abb. 3.44).
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Abbildung 3.44: Untersuchung der na ven Konforma on der gereinigten rPsaDyP
Blue Na ve Gel;M – Proteinstandard 1 – gereinigte rPsaDyP (gefärbt mit colloidalem Coomas-
sie), 2 – Ak vitätsfärbung mit ABTS

Auf Basis der Aminosäuresequenz wurde für die DyP-Typ Peroxidase ein Molekulargewicht von
57,1 kDa berechnet, das auch durch die SDS-PAGE (Abb. 3.43) bestätigt wurde. Mit Hilfe der
Blue Native PAGE wurde für die aktive rPsaDyP ein apparentes Molekulargewicht von ~115 kDa
ermittelt (Abb. 3.44). Das entspricht in etwa dem doppelten Molekulargewicht, das mittels
denaturierender SDS-PAGE ermittelt wurde. Dies legt nahe, dass die Peroxidase nativ als Dimer
vorliegt und auch in dieser Form aktiv ist.
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Zusätzlichwurde die native Größe der gereinigten rPsaDyPmittels GFC bestimmt (s. 2.5.5). Dafür
wurde das gereinigte Enzym auf eine Superdex-200-Säule aufgetragen und chromatographisch
analysiert.
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Abbildung 3.45: Bes mmung der Proteingröße mi els Gelfiltra onschromatographie
A FPLC-Chromatogramm der Bes mmung des Molekulargewichtes der gereinigten

rPsaDyP mi els Superdex-200-Säule
Laufpuffer: 50mM Natriumacetat-Puffer pH 3,5, 250mM NaCl, Triton X-100 0,005%
(v/v) , Flussrate: 0,5mLmin-1, Probenvolumen: 200 μL, Frak onsgröße: 2,0mL

UV-Absorp on (λ= 280 nm)
B Kalibriergerade y = −0, 1835 · x+ 1, 531, R2 = 0, 9969

n rPsaDyP

Das Chromatogramm für die gereinigte rPsaDyP zeigte nur einen diskreten Peak. Dies bestätigt
die bisher durch die PAGE (Abb. 3.43) gezeigte Reinheit der rPsaDyP. Nach Kalibrierung der
Gel iltrationssäule (Abb. 3.45 B) und Mittelung der Retentionszeiten der Peakmaxima von drei
verschiedenen GFC-Läufenwurde für die rPsaDyP ein apparentesMolekulargewicht von 122 kDa
bestimmt (Abb. 3.45). Das mittels Blue Native PAGE ermittelte Molekulargewicht für die aktive
DyP-Typ Peroxidase von 115 kDa wurde durch die GFC bestätigt.
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3.4.7.2 Bes mmung des isoelektrischen Punktes

Mit der gereinigten DyP-Typ Peroxidase wurde eine isoelektrische Fokussierung (s. 2.4.2.5) mit
anschließenden Aktivitätsfärbungen durchgeführt (Abb. 3.46). Neben der Aktivitätsfärbung mit
ABTS (s. 2.4.3.4) wurde eine spezi ische Färbung für Häm- beziehungsweise Metallenzyme mit
3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidin (TMB) durchgeführt (s. 2.4.3.2). Weiterhin wurde eine Färbungmit
3-Amino-9-ethylcarbazol (AEC) durchgeführt (s. 2.4.3.5).

Abbildung 3.46: Isoelektrische Fokussierung der gereinigten rPsaDyP, gefärbt mit colloidalem Coomassie, Ak -
vitätsfärbungen mit ABTS, spezifische Färbung mit TMB für Häm-/Metallenzyme und Färbung
mit AEC

Die Färbung mit colloidalem Coomassie zeigte, ebenso wie die Aktivitätsfärbungen mit ABTS
und AEC, für die gereinigte aktive rPsaDyP einen apparenten isoelektrischen Punkt von 6,7.
Zusätzlichwurde durch die Färbungmit TMBdie über zwei Stufen gereinigteDyP-TypPeroxidase
als Metallenzym identi iziert.
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3.4.7.3 Glykosylierung

In derAminosäuresequenzwurdenmit bioinformatischenMethodenpotentielle Glykosylierungs-
stellen nachgewiesen (Abb. 3.31). Daher wurde das Protein mit PNGase F behandelt, um gegebe-
nenfalls vorhandene Oligosaccharide von N-Glykosylierungsstellen zu entfernen (s. 2.5.12). Die
Kontrolle der Deglykosylierung erfolgte anschließend mittels SDS-PAGE (Abb. 3.47).
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Abbildung 3.47: Bes mmung des Glykosylierungsgrades der heterolog exprimierten DyP-Typ Peroxidase aus
Pleurotus sapidus
1 – rPsaDyP; 2 – Fetuin (Kontrolle); + – Behandlung mit PNGase F; - – ohne PNGase F-
Behandlung

Nach der Behandlung mit PNGase F zeigte die rPsaDyP ein niedrigeres apparentes Molekular-
gewicht als die unbehandelte Vergleichsprobe (Abb. 3.47). In der nicht-deglykosylierten Probe
zeigte die rPsaDyP ein apparentes Molekulargewicht von 57,6 kDa. Dieses stimmt gut mit dem
berechneten Molekulargewicht der rPsaDyP (57,4 kDa) überein. Nach Behandlung mit PNGase F
zeigte das Protein ein apparentes Molekulargewicht von 52,8 kDa. Zusätzlich wurde in den
deglykosylierten Proben ein Protein mit einer apparenten Größe von 32 kDa nachgewiesen,
das der eingesetzten PNGase F entspricht (Abb. 3.47). Die rPsaDyP wird bei der heterologen
Expression glykosyliert. Aus derDifferenz derMolekulargewichtewurde einGlykosylierungsgrad
von ~9% errechnet. Die ermittelte apparente Größe der deglykosylierten rPsaDyP weicht von
dem Molekulargewicht ab, das aus der Primärsequenz berechnet wurde. Dies spricht dafür,
dass das Protein im Wirtsorganismus prozessiert wird und der N-Terminus nicht aus der cDNA
abgeleitet werden kann.
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3.4.7.4 N-terminale Sequenzierung mi els Edman-Abbau

Für die Bestimmung des N-Terminus des rekombinant produzierten Enzymswurde eine Sequen-
zierung nach Edman durchgeführt (s. 2.5.11). Dabei wurde nach 12 Zyklen die Sequenz
AT?GTFLPLEEI für den N-Terminus ermittelt. Mit Hilfe des Edman-Abbaus konnte die dritte Ami-
nosäure nicht eindeutig identi iziert werden. Die ermittelte Sequenz wurde in der abgeleiteten
Aminosäuresequenz der rPsaDyP identi iziert (Abb. 3.48).

MRWWTTCVALTSLIPYALLPSYGFNLPQQLEARQNDYPSGSLLHDYPGQHTLPTLELIQK
LNATNGTFLPLEEIQGDIMIGMRKPKEIFFFYSLQNPRKFKSVLAKLIYPHITTTAQMVC
TTCAQPSAMLNVAWTSQGLRKLGVLDNLGDPYFAMGQLSDAAALGDTDPSTTWAPGLYAN
KTDGAFLIAAKDWEPIDTLLNQMKAWLGDAIVETHSNRGAVRPGDAAGKEHFGWLDGFIQ
PAVAGFATSTYPGQQLLLPGTLLTKEIGDPRRAARPAWTKWGSFMAYRQLQELVPEFDDY
LMQEAALIQDSSRSVRERADLLGARMFGRWKSGTPLDLAPEKDDPSIGPNLMLNNNFDFN
HPAPFNINTNQSYCPFSAHIRKIRPRADQGNQNLKNQMIRASIPYGEELSDDEINNKKTG
TERGVAFVTYQSDLGSGFHFQQAEWANNVNIPTGKSDPTPGFDPIVGQNSGKPLVVSGID
YTDLNHDLTFMSFVVSKGGDYFFSPSMSAILHKIAA*

Abbildung 3.48: Abgeleitete Primärsequenz der DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus.
Hervorgehoben ist die Edman-Sequenz (rot)

Die Aminosäuresequenz der rPsaDyP wurde mit Sequenzen verschiedener homologer Enzyme
verglichen. In Abbildung 3.49 sind die N-terminalen Bereiche des Sequenzvergleichs dargestellt.

rPsaDyP MRWWTTCVALTSLIPYALLPSYGFNLPQQLEARQ-----NDYPSGSLLH---------DY 46
PosDyP MRWWTTCVALTSLIPYTLLPSYGFSLPQQLEARQ-----NDYPSGSLLHDCVLTRLPVDY 55
TAP -MQLKNFLAATAAFVALSQPIAAYHV-------------KRARSSPLIV---------PF 37
POP -MQLKHFLAATAAFSAVTQSAFAYHV-------------KRARSSPLIG---------SF 37
BadDyP -MRLSLFVVSVAVLVGSSSHVNAAKLG-----------ARQTRTTPLLT---------NF 39
AauDyP -MRLS--PVFVALLSGLLAADLGLARSVAPRVADSPAAVTGTRKTSLLK---------NV 48
MscDyP -MKLFSASVFAAIIASHYASATAHIR--APNVKPR-------RTNSLLT---------AP 41

. .: : . . .*:
rPsaDyP PGQHTLPTLELIQKLNATNGTFLPLEEIQGDIMIGMRKPKEIFFFYSLQNPRKFKSVLAK 106
PosDyP PGQHTLPTLELIQKLNATNGTFLPLEEIQGDIMIGMRKPKEIFFFYSIQNPRKFKSVLAK 115
TAP PGQGALPTAAQVQSTSAGDDS-IPFENIQADILVGMKKQNEKFVFFHINNAATFKSVLKT 96
POP PGQPPLPTIAEVQSSSAGNDS-LPFENIQGDILVGMKKDKEKFVFFHINNATTFKSFLKT 96
BadDyP PGQAPLPTLTQHTTESGANDTILPLNNIQGDILVGMKKQKERFVFFQVNDATSFKTALKT 99
AauDyP AGLPPVPSAAQVAATS------LNTDDIQGDILVGMHKQKQLFYFFAINDPATFKTHLAS 102
MscDyP PQQPPLPSAQQAASASS--SAGLNLTDIQGDILIGMKKNKELFFFFSITDAATFKAKLGS 99

. .:*: . : :**.**::**:* :: * *: : :. .**: * .

Abbildung 3.49: Sequenzvergleich der N-Termini der rPsaDyP, einer DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus ostreatus
(PosDyP), einer peroxidabhängigen Phenoloxidase (TAP) aus Termitomyces albuminosus, einer
Peroxidase aus Polyporaceae sp. (POP), einer DyP aus B. adusta (BadDyP), einer DyP aus A.
auricula- judae (AauDyP) und einer DyP ausM. scorodonius (MscDyP, MsP1)
rot: N-Terminus des prozessierten Proteins, konservierte Aminosäuren (*)

Bei allen untersuchten Sequenzen wurde der N-Terminus in einem ähnlichen Bereich gefunden.
Für die rekombinant produzierte Peroxidase aus Pleurotus sapidus wurde ein 62Aminosäuren
langes Signalpeptid ermittelt. Das reife Enzym besteht aus 453 Aminosäuren und hat ein
berechnetes Molekulargewicht von 50,0 kDa. Uber den N-Terminus des reifen nativen Proteins
aus Pleurotus sapidus oder den eines nahen Verwandten ist noch nichts bekannt.
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3.4.8 Op mierung der Reak onsbedingungen

Die opimalen Reaktionsbedingungen für die DyP-Typ Peroxidase wurden anhand der Enzym-
assays (s. 2.6.3.2) bestimmt und sind im Folgenden mit den Substraten ABTS und β-Carotin
gezeigt. Dabei wurde ABTS als typisches Substrat für Laccasen und Peroxidasen und β-Carotin
exemplarisch für die natürlichen Farbstoffe gewählt.

3.4.8.1 Auswahl eines geeigneten Reak onspuffers

Zur Bestimmung des optimalen Reaktionspuffers für die DyP-Typ Peroxidasewurde die Aktivität
in unterschiedlichen Puffern (s. 2.6.1) über einen pH-Bereich von 2,0 bis 5,5 für den Umsatz von
ABTS und β-Carotin bestimmt (s. 2.6.4.1). Auf Grund der Pufferkonzentration (50mM) wurden
bei den Acetat-Puffern nur pH-Werte ab 3,0 erreicht.
Folgende Puffer wurden eingesetzt:

• McIlvaine-Puffer (Tab. 2.28)
• K-McIlvaine-Puffer
• Natriumacetet-Puffer (50mM)
• Kaliumacetet-Puffer (50mM)
• Natriumtartrat-Puffer (100mM)
• HCl/Glycin-Puffer (100mM)
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Abbildung 3.50: Rela ve Enzymak vität der DyP-Typ Peroxidase gegenüber ABTS in Abhängigkeit vom verwen-
deten Puffer und pH-Wert
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DieEnzymaktivität zeigt für denUmsatz vonABTSbei allen verwendetenPuffern ein signi ikantes
Maximumbei pH4,0. Oberhalb bzw. unterhalb dieses pH-Wertes sankdie Enzymaktivität stark ab.
Das Enzym ist somit nur in einemengen pH-Bereich, abhängig vomverwendeten Puffer, zwischen
pH3,5 und pH4,5 aktiv. Die größte Aktivität der DyP-Typ Peroxidase wurde im Natrium- bzw.
Kaliumacetat-Puffer bestimmt (Abb. 3.50). Bei Verwendung desMcIlvaine-Puffers pH4,0wurden
lediglich 5̃0% der im Natrium- bzw. Kaliumacetat-Puffer bestimmten Aktivität nachgewiesen.
Als Reaktionspuffer für den Umsatz von ABTS wurde für die weiteren Aktivitätsbestimmungen
ein Natriumacetat-Puffer pH4,0 verwendet.
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Abbildung 3.51: Rela ve Enzymak vität der DyP-Typ Peroxidase gegenüber β-Caro n in Abhängigkeit vom
verwendeten Puffer und pH-Wert

Die höchste Enzymaktivität für den Abbau von β-Carotin wurde bei den verwendeten Puffern
zwischen pH3,0 und 3,5 gezeigt. Bei pH-Werten zwischen 2,0–2,5 und 4,0–6,0 betrug die
Enzymaktivität noch zwischen 60% und 80%. Die Enzymaktivität blieb somit über einen
breiten pH-Bereich relativ konstant. Die höchste Aktivität der DyP-Typ Peroxidase wurde im
Natriumacetat-Puffer pH3,5 beobachtet (Abb. 3.51). Daher wurden alle weiteren Umsetzungen
von β-Carotin mit Natriumacetat-Puffer bei diesem pH-Wert durchgeführt.
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3.4.8.2 Bes mmung des pH-Op mums

Die Bestimmung des optimalen Reaktionspuffers hat gezeigt, dass für den Umsatz von ABTS die
Aktivität bei pH4,0 am höchsten war. Für die Bestimmung des exakten pH-Optimums wurde die
Enzymaktivität in einem pH-Bereich von 3,5 bis 4,2 in 0,1er-Schritten im Natriumacetat-Puffer
(50mM) überprüft (s. 2.6.4.1). Die Enzymaktivität war bei pH3,8 maximal (Abb. 3.52). Für die
weitere Charakterisierung der DyP-Typ Peroxidasewurde daher ein Natriumacetat-Puffer pH 3,8
verwendet.
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Abbildung 3.52: Rela ve Enzymak vität der DyP-Typ Peroxidase für den Umsatz von ABTS in Abhängigkeit vom
pH-Wert

Für β-Carotin wurde das pH-Optimum nicht genauer bestimmt, da die Aktivität bei allen
verwendeten Puffersystemen gegenüber diesem Substrat über einen breiten pH-Bereich relativ
konstant blieb.
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3.4.8.3 Bes mmung der op malen Pufferkonzentra on

Die Ermittlung der optimalen Konzentration des Natriumacetat-Puffers erfolgte bei einem
pH-Wert von 3,8 für den Umsatz von ABTS und 3,5 für den Abbau von β-Carotin (s. 2.6.4.2).
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Abbildung 3.53: Rela ve Enzymak vität der DyP-Typ Peroxidase in Abhängigkeit von der Konzentra on des
verwendeten Natriumacetat-Puffers

Die Enzymaktivität für den Abbau von ABTS war in einem 100mM Natriumacetat-Puffer am
höchsten (Abb. 3.53). Bei einer Konzentration von 50mM lag die relative Enzymaktivität noch bei
ca. 75%. Für alle weiteren Messungen mit ABTS wurde daher ein 100mM Natriumacetat-Puffer
pH3,8 verwendet.
Für den Abbau von β-Carotin lag die Enzymaktivität über den gesamten Konzentrationsbe-
reich zwischen 80% und 100% (Abb. 3.53). Für die folgenden Untersuchungen wurde ein
50mMNatriumacetat-Puffer pH3,5 verwendet.
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3.4.8.4 Bes mmung des Temperaturop mums
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Abbildung 3.54: Rela ve Enzymak vität der DyP-Typ Peroxidase in Abhängigkeit der Temperatur

Das Temperaturoptimum wurde mit 100mM Natriumacetat-Puffer pH 3,8 (ABTS) bzw. 50mM
Natriumacetat-Puffer pH 3,5 (β-Carotin) bestimmt (s. 3.4.8.2, 3.4.8.3). Das Temperaturoptimum
wurde in einem Bereich von 15 bis 75 °C untersucht (s. 2.6.4.3). Die Aktivität der DyP-Typ
Peroxidase war bei beiden Substraten bei Temperaturen von 15 bis 30 °C maximal (Abb. 3.54).
Das Enzym behielt bis 45 °C eine hohe Aktivität. Deshalb wurden alle weiteren Messungen mit
ABTS bei 25 °C und mit β-Carotin bei 30 °C durchgeführt.

3.4.8.5 Einfluss der Wasserstoffperoxidkonzentra on

Die Enzymaktivität wurde sowohl ohne H2O2- als auch mit H2O2-Zusatz bestimmt. Hierbei
wurden Wasserstoffperoxidkonzentrationen in einem Bereich von 12,5 bis 1 250 μM (im Assay)
verwendet (s. 2.6.4.4). Die Enzymaktivität wurde durch die Erhöhung der H2O2-Konzentration
signi ikant gesteigert (Abb. 3.55). Die Aktivität der DyP-Typ Peroxidase war bei der Wasserstoff-
peroxidkonzentration von 125 μM für beide Substratemaximal. Für den Umsatz von ABTSwurde
eine Steigerung der Aktivität um 96% und für den Umsatz von β-Carotin um 40% erreicht. Eine
weitere Erhöhung der H2O2-Konzentration führte schließlich zu einer Hemmung der Enzymakti-
vität. Bei 1 250 μM betrug die Aktivität gegenüber β-Carotin noch 66% der maximalen Aktivität,
während die Aktivität gegenüber ABTS nur noch 5% der maximalen Aktivität betrug. Daher
wurden die weiteren Messungen unter gleichen Bedingungen mit 125 μM H2O2 durchgeführt.
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Die Umsetzung des Substrates β-Carotin erfolgte auch ohne die Zugabe von H2O2. Die Aktivität
des Enzyms gegenüber β-Carotin betrug ohne H2O2 bereits 60% der maximalen Aktivität.

H2O2-Konzentra on in µM

re
la

tiv
e

En
zy

m
ak

tiv
itä

ti
n

%

0,0 12,5 62,5 125,0 350,0 625,0 1250,0
0

20

40

60

80

100

n ABTS (500 μM ABTS, 0,27 nM rPsaDyP)
n β-Caro n (24mM β-Caro n, 54 nM rPsaDyP)

Abbildung 3.55: Rela ve Enzymak vität in Abhängigkeit von der H2O2-Konzentra on

Die optimale Konzentration an H2O2 ist sowohl von der Substrat- als auch von der Enzymkonzen-
tration abhängig. Daher wurde bei Anderung eines Parameters stets die optimale H2O2-Konzen-
tration ermittelt. Bei der Messung der kinetischen Parameter wurden die Aktivitäten stets bei
unterschiedlichen H2O2-Konzentrationen gemessen und die Konzentration gewählt, die keinen
limitierenden Effekt auf die Aktivität hatte (s. 2.6.6.2, 3.4.10.2).

3.4.8.5.1 Einfluss der Pipe erreihenfolge
Prinzipiell kann eine Reaktion durch die Zugabe des Substrates (auch des Cosubstrates) oder des
Enzyms gestartet werden. Daher wurde der Ein luss der Startkomponente (rPsaDyP bzw. H2O2)
auf die Aktivität des Enzyms untersucht (s. 2.6.4.6).
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Abbildung 3.56: Bes mmung Enzymak vität in Abhängigkeit der Komponente,mit der der ABTS-Assay gestartet
wurde unter Sä gungsbedingungen (2,5mM ABTS)

Durch Starten der Reaktion mit Enzym im Vergleich zum Start mit H2O2 war die ermittelte
Aktivität um den Faktor 1,7 höher (Abb. 3.56). Wurde die Reaktionmit einem Gemisch aus Puffer
und H2O2 gestartet, wurde eine vergleichbare Aktivität zum Start mit Enzym ermittelt, und die
Messungen erbrachten stabilere Werte.
Das Starten der Reaktion mit dem Substrat führte bei der Umsetzung von ABTS ebenso wie das
Starten der Reaktion mit H2O2 zu einer Erniedrigung der Enzymaktivität (62% im Vergleich
zu Start mit H2O2/Puffer). Bei der Oxidation von Guajakol betrug die Aktivität beim Start der
Reaktion mit Substrat im Vergleich zu der mit H2O2/Puffer gestarteten Reaktion nur noch
etwa 10%. Daneben wurde bei der Umsetzung von Guajakol zu Beginn eine kurze lag-Phase
nachgewiesen, die bei der Umsetzung von ABTS nicht beobachtet wurde. Daher wurden die
folgenden Messungen durch die Zugabe von H2O2/Puffer gestartet.

3.4.8.6 H2O2-Gehalt der β-Caro n-Stammlösung

Für die Herstellung der β-Carotin-Stammlösung (s. 2.6.3.1) wurde kommerziell erhältliches
Tween® 80 als Emulgator verwendet, das geringe Mengen Peroxide enthalten kann. Daher kann
die Substrat-Stammlösung ebenfalls Spuren vonPeroxiden enthalten. DaH2O2 das Cosubstrat der
Peroxidasen ist, wurde untersucht, welche Menge an Peroxiden durch die Substratlösung in den
Assay eingebracht wurde.
Der H2O2-Gehalt der β-Carotin-Stammlösung wurde mit Hilfe des PEROXsay™-Assays (s. 2.1.5)
bestimmt. Die Konzentrationsbestimmung erfolgte nach Herstellerangaben. Die ermittelte Kon-
zentration in der Stammlösung betrug 143± 18 μM. Bei den Untersuchungen für den Umsatz
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von β-Carotin nach dem unter 2.6.3.2 beschrieben Assay wird durch die Substratlösung eine
H2O2-Konzentration von 8,9± 0,5 μM pro Ansatz erreicht. Diese Konzentration entspricht 7%
der unter 3.4.8.5 ermittelten optimalen H2O2-Konzentration.
Wurde Kulturüberstand als Probe in den Assay eingesetzt, wurde eine Umsetzung von β-Carotin
nur durch die Zugabe von H2O2 erreicht. Die durch die Substratlösung eingebrachte H2O2-Menge
musste durch Zugabe von mindestens 12,5 μM H2O2 erhöht werden, um eine Umsetzung des
Substrats zu erreichen.

3.4.8.7 Einfluss von O2

Die Umsetzung des Substrates β-Carotin ohne die Zugabe von H2O2 wies darauf hin, dass die
Peroxidase noch eine andere katalytische Funktion hat. Daher wurde überprüft, ob die im Puffer
gelösten Gase die Umsetzung von β-Carotin durch das Enzym beein lussen. Dafür wurde der
Reaktionspuffer frisch hergestellt und für den Assay unterschiedlich vorbereitet (s. 2.6.4.5). Die
Anreicherung des Reaktionspuffers mit Sauerstoff führte zu einer Erhöhung der Reaktionsge-
schwindigkeit um den Faktor 2,3 im Vergleich zur Umsetzung unter Standardbedingungen (Abb.
3.57). Die Entgasung des Puffers führte hingegen dazu, dass die Umsetzung von β-Carotin durch
das Enzym fast vollständig zum Erliegen kam.
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3.4.9 Stabilität des Enzyms unter Reak onsbedingungen

Die Stabilität des Enzyms unter den jeweiligen Reaktionsbedingungen (Enzymkonzentration,
pH-Wert, Temperatur und Lösungsmittelgehalt) wurde untersucht (s. 2.6.5.3), um das Poten-
tial für technische Anwendungen abzuschätzen. Die Enzymaktivität wurde mittels ABTS-Assay
bestimmt.

3.4.9.1 Stabilität des reinen Enzyms in verdünnten Lösungen

Zur Bestimmung der Stabilität in verdünnten Lösungen wurde das Enzym mit Puffer (100mM
Natriumacetat-Puffer pH3,8) bzw.Wasser 1:10 000 verdünnt ( ianl: 2,7 nM) und bei 4 °C gelagert.
Nach 0,5 h, 1 h, 2 h und 24 h wurde die Aktivität bestimmt (Abb. 3.58).
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Abbildung 3.58: Rela ve Ak vität der DyP-Typ Peroxidase nach Verdünnung des Enzyms

Nach 0,5 h war die Enzymaktivität – unabhängig davon, ob das Enzym in Wasser oder Puffer
verdünnt wurde – noch bei durchschnittlich 96%. Die Enzymaktivität nach 2 h Lagerung bei 4 °C
betrug nach Verdünnen in Wasser noch 84%, während die Aktivität des in Puffer verdünnten
Enzyms nur noch 63% betrug. Daher erfolgte bei allen weiteren Messungen die Vorverdünnung
des Enzyms in Wasser.
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3.4.9.2 pH-Stabilität

Zur Untersuchung der pH-Stabilität wurde die DyP-Typ Peroxidase in Natriumacetat-Puffer im
pH-Bereich von 3,0 bis 5,5 bzw. in McIlvaine-Puffer im pH-Bereich von 3,0 bis 6,0 verdünnt und
bei 4 °C gelagert. Nach 0,5 h, 1 h, 2 h, 3 h, 4 h und 24 h wurde die Aktivität bestimmt und auf die
Anfangsaktivität bezogen (Abb. 3.59, 3.60).
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Abbildung 3.59: Rela veAk vität der DyP-Typ Peroxidase in Abhängigkeit von der Lagerdauer bei verschiedenen
pH-Werten

Die Aktivität der DyP-Typ Peroxidase blieb in Natriumacetat-Puffer im pH-Bereich von 3,0 bis 6,0
über 2 h weitgehend stabil. Nach 4 h lagen die Aktivitäten bei allen Proben noch über 20%. Die
Aktivitäten für höhere pH-Werte waren deutlich höher und lagen bei pH5,0 und 5,5 bei ~60%
bzw. bei pH6,0 bei ~90%. Nach 24 h Lagerung bei pH5,0 bis pH6,0 waren noch Aktivitäten
bis ca. 55% der Ausgangsaktiviät nachweisbar. Für die Lagerung in Natriumacetat-Puffer mit
niedrigeren pH-Werten wurden nach dieser Lagerzeit maximal 30% der Ausgangsaktivität
gemessen. In HCl/Glycin-Puffer pH3,0 hatte das Enzym bereits nach 30min fast vollständig die
Aktivität verloren und nach 1 h war keine Aktivität mehr nachweisbar.
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Abbildung 3.60: Rela ve Ak vität der DyP-Typ Peroxidase in Abhängigkeit von der Lagerdauer in McIlvaine-
Puffer mit verschiedenen pH-Werten

Die Aktivität der DyP-Typ Peroxidase nahm in McIlvaine-Puffer im pH-Bereich von 3,5 bis 4,5
rasch ab, die Aktivitäten betrugen nach 2 h nur noch zwischen 10% und 20% während die
Aktivität bei den pH-Werten 5,0 und 5,5 nach 4 h noch zwischen 50% und 70% lag. Nach 24 h
Lagerung wurden maximal noch 55% der Ausgangsaktivität nachgewiesen.
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3.4.9.3 Temperaturstabilität

Zur Ermittlung der Temperaturstabilität wurde die Peroxidase bei 0 °C, 25 °C und 35 °C in 50mM
Natriumacetat-Puffer pH4,5 gelagert und anschließend die Aktivität bestimmt. Die Stabilität war
bei einer Lagerung bei 0 °C am höchsten (Abb. 3.61). Nach 24 h zeigte das Enzym noch eine
relative Aktivität von 60%. Das bei 25 °C gelagerte Enzym hingegen verlor nach 1 h ca. 20% der
Aktivität undwies nach 24 h noch über 40%der Anfangsaktivität auf.Wurde das Enzym bei 35 °C
gelagert, verlor es nach 2 h ca. 40% der Aktivität und nach 24 h war fast keine Aktivität mehr
nachweisbar.
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Abbildung 3.61: Rela ve Ak vität der DyP-Typ Peroxidase in Abhängigkeit von der Lagerung bei verschiedenen
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3.4.9.4 Lösungsmi eltoleranz

Die DyP-Typ Peroxidase wurde in einer 30%igen Ethanol-Lösung in 100mM Natriumacetat-
Puffer pH3,8 bzw. in Wasser bei 4 °C gelagert. Die Aktivität des Enzyms wurde über einen
Zeitraum von 24 h zu de inierten Zeiten (0,5 h, 1 h, 2 h und 24 h) untersucht (Abb. 3.62). Nach
1 h verlor das Enzym bereits über die Hälfte der Aktivität und nach 24 h ca. 90% der Aktivität.
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3.4.10 Bes mmung der kine schen Parameter der rPsaDyP

3.4.10.1 Untersuchung des Substratspektrums

Für dieUntersuchungdes SubstratspektrumsundeineEinordnungder Peroxidasewurdenneben
ABTS und β-Carotin eine Auswahl charakteristischer Substrate (Tab. 3.6) untersucht (s. 2.6.3.2).
Das Substratspektrumumfasste typische Substrate für Laccasen undDyP-Typ Peroxidasen sowie
für Lignin-modi izierende Peroxidasen (LiP, MnP, VP).

Tabelle 3.6: Untersuchte Substrate

Substrate Beschreibung

Annatto Xanthophyll natürlicher Farbstoff
Bixin Xanthophyll natürlicher Farbstoff
2,6-Dimethoxyphenol Phenolderivat typisches Substrat für MnP1 bzw. LiP2
Guajakol Phenolderivat typisches Substrat für MnP1 bzw. LiP2
Mn2+ charakteristisches Substrat für MnP1
Reactive Black 5 Azofarbstoff charakteristisches Substrat VP3
Reactive Blue 5 Anthrachinonfarbstoff charakteristisches DyP-Typ Substrat
Veratrylalkohol nicht-phenolischer Aromat typisches Substrat für MnP1 bzw. LiP2

1 Manganperoxidasen • 2 Ligninperoxidasen • 3 versatile Peroxidasen

Für das Screening wurden die Substrate zunächst in 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,0 mit
62,5 μM bzw. 125 μMH2O2 umgesetzt. Unter diesen Reaktionsbedingungen wurde für alle getes-
teten Substrate außer Mn(II) eine Umsetzung beobachtet. Anschließendwurde für alle Substrate
der Puffer sowie pH-Wert ermittelt, bei dem die maximale Umsetzung erreicht wurde (Tab. 3.7).
Außerdem wurden für einige Substrate die kinetischen Parameter ermittelt.

Tabelle 3.7: Op male Puffer und pH-Werte für die Oxida on der getesteten Substrate

Substrat Puffer

Bixin 50mM Natriumacetat-Puffer pH3,5
Annatto 50mM Natriumacetat-Puffer pH6,0
Reactive Blue 5 100mMNatriumtartrat-Puffer pH4,0
Reactive Black 5 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,0
Guajakol 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,5
2,6-Dimethoxyphenol 50mM Natriumacetat-Puffer pH4,5
Veratrylalkohol 50mM Natriumacetat-Puffer pH3,5

Für die Substrate β-Carotin, Bixin, Annatto und RBlack 5 wurden die kinetischen ParameterKm
und kcat nicht ermittelt. Gemessen wurde die Abnahme der Substratkonzentration, die mit der
Entfärbung der Lösung einhergeht. Aufgrund der hohen Eigenabsorption dieser Substrate war
es nicht möglich ausreichende Konzentrationen in den photometrischen Assays einzusetzen, um
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die Substratsättigung zu erreichen und so die Bedingungen für eine Michaelis-Menten-Kinetik
zu erfüllen. Für die Umsetzung von Veratrylalkohol konnten die kinetischen Parameter ebenfalls
nicht bestimmt werden, da keine Substratsättigung erreicht wurde. In folgender Tabelle (s. 3.8)
sind die ermittelten Aktivitäten gegenüber diesen Substraten aufgeführt.

Tabelle 3.8: Ermi elte Ak vität der rPsaDyP gegenüber verschiedenen Substraten bei der Umsetzung in
50mM Natriumacetat-Puffer bei 30 °C

Substrat pH
Substratkonzentration Aktivität spezi ische Aktivität

in μM in U L−1 in U mg−1

β-Carotina 3,5 19 90 0,03
Bixina 3,5 19 90 0,03
Annattob 6,0 15 114 0,04
Veratrylalkohol 3,5 20000 2772 1,0
Reactive Black 5 4,0 48 231 0,08

aein signi ikanter Umsatz dieser Substrate wurde auch ohne Zusatz von H2O2 nachgewiesen
bfür dieses Substrat wurde ohne Zusatz von H2O2 ein schwacher Umsatz beobachtet

Die ermittelten Reaktionsgeschwindigkeiten wurden nicht im Bereich der Substratsättigung
gemessen und waren somit von der eingesetzten Substratkonzentration abhängig. Daher war es
nicht möglich eine Aussage über die Af inität des Enzyms zu den verschiedenen Substraten zu
treffen.

3.4.10.2 Enzymkine k

Die kinetischenParameter – dieMichelis-Menten-Konstante (Km) unddie katalytischeKonstante
(kcat) – der heterolog exprimierten DyP-Typ Peroxidase wurden unter optimierten Bedingungen
bestimmt (s. 2.6.6). Als Substrate wurden ABTS, DMP, Guajakol und RB5 verwendet .
Dafür wurde zunächst für jedes Substrat die optimale Enzymkonzentration bestimmt. Anschlie-
ßend wurde die Reaktionsgeschwindigkeit unter Michelis-Menten-Bedingungen bei konstan-
ter Enzymkonzentration und steigender Substratkonzentration bestimmt. Die Messungen zur
BestimmungderkinetischenParameterwurdenparallelmit verschiedenenH2O2-Konzentrationen
durchgeführt, um eine Unabhängigkeit der Umsatzgeschwindigkeit von der Konzentration des
Cosubstrates zu gewährleisten (s. 2.6.6.2).
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Wurde H2O2 in großen Mengen zugesetzt, führte dies zu einer Hemmung der Enzymaktivität.
Dadurch wurden stets zu niedrige Anfangsgeschwindigkeiten ermittelt. Zudem wurde kein hy-
perbelförmiger Kurvenverlauf erreicht. Bei niedrigen H2O2-Konzentrationen wurde für niedrige
Substratkonzentrationen die maximale Umsatzgeschwindigkeit erreicht, bei hohen Substratkon-
zentrationen ist die H2O2-Konzentration allerdings limitierend für das Erreichen der maximalen
Umsatzgeschwindigkeit. Daher wird bei der Bestimmung der kinetischen Parameter ein zu
geringes νmax ermittelt. In Abbildung 3.63 ist dieser Effekt exemplarisch für ABTS dargestellt. Für
dieses Substrat wurden maximale Anfangsgeschwindigkeiten (ν) bei einer Wasserstoffperoxid-
konzentration von 125 μM im Assay erhalten.
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Abbildung 3.63: Einfluss der H2O2-Konzentra on auf die Umsatzgeschwindigkeit. Die Sä gungshyperbeln
wurden mi els nichtlinearer Regression an die Messdaten angepasst. Für alle Messreihen
wurden 0,27 nM rPsaDyP eingesetzt

Für die Bestimmung der kinetischen Parameter wurde die H2O2-Konzentration ausgewählt, bei
der die maximalen Anfangsgeschwindigkeiten nicht limitiert bzw. inhibiert wurden. Die ermit-
telten Reaktionsgeschwindigkeiten (ν) wurden direkt linear gegen die Substratkonzentration
aufgetragen (Abb. 3.64). Mit Hilfe der Software OriginPro 8.6 wurde, entsprechend den Vorgaben
für eine Michaelis-Menten-Kinetik, durch eine nichtlineare Regression eine Sättigungshyperbel
an die Messdaten angepasst. Die enzymkinetischen Parameter (Km und νmax) wurden direkt aus
der Hyperbel ermittelt (Tab. 3.9).
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Abbildung 3.64: Cornish Bowden Diagramme zur Herleitung der enzymkine schen Parameter der rPsaDyP.
Aufgetragen ist die Reak onsgeschwindigkeit in Abhängigkeit der Substratkonzentra on. Die
Diagramme wurden mit OrginPro 8.6 erstellt und die Sä gungshyperbel (—) mit Hilfe der
Michaelis-Menten-Gleichung ν = (νmax×S)/(Km + S) an die Messdaten (n) angepasst

Tabelle 3.9: Kine sche Parameter für die rekombinante DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus

Substrate pH
Enzymkonzentration Km kcat kcat Km

-1 νmax

in nM in μM in s−1 in s−1 M−1 in μM s−1

ABTS 3,8 0,27 99 375 3,8 · 106 0,10
DMP 4,5 1,8 1227 60 4,9 · 104 0,11
Guajakol 4,5 4,50 713 74 1,0 · 105 0,35
Reactive Blue 5 4,0 5,4 24 18 7,5 · 105 0,10

Die rPsaDyP weist eine hohe Af inität gegenüber ABTS auf und die Wechselzahl ist am höchsten,
damit wird dieses Substrat mit der höchsten Ef izienz umgesetzt. Die höchste Af inität zeigt das
Enzym zu RB5, allerdings ist die Wechselzahl geringer als für ABTS, daher wird RB5 mit einer
geringeren Ef izienz umgesetzt. Die niedrigste Af inität hat das Enzym zu DMP und Guajakol.
Diese Substrate werden von der rPsaDyP mit der niedrigsten katalytischen Ef izienz umgesetzt.
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3.4.10.3 Einfluss von Mn2+

Die Oxidation von DMP durch die untersuchte DyP-Typ Peroxidase wurde auch mit Zusatz von
MnSO4 untersucht (s. 2.6.7.1). Die Aktivität des Enzyms gegenüber DMPwurde durch die Zugabe
von unterschiedlichen Mangansulfatkonzentrationen bei einer niedrigen H2O2-Konzentration
nicht beein lusst. Daneben wurde Mn2+ direkt als Substrat der Peroxidase eingesetzt, um eine
Manganperoxidasefunktion nachzuweisen (s. 2.6.7.2). Dabei wurde keine Oxidation von Mn(II)
durch die rPsaDyP nachgewiesen.

3.4.10.4 Umsetzung von Adlerol

Nachdem Modellsubstrate für die Monolignol-Bausteine von der rPsaDyP umgesetzt wurden,
wurde auch die Umsetzung komplexer Ligninmodell-Substrate untersucht. Hierfür wurde die
Umsetzung von Adlerol durch Messung von UV/Vis-Spektren (250 bis 500 nm) verfolgt (s.
2.6.7.3). Das Hauptprodukt der Oxidation von Adlerol durch Peroxidasen ist Veratrumaldehyd,
das einAbsorptionsmaximumbei 310 nmbesitzt (Liers et al. 2010). Eine Zunahmeder Extinktion
bei dieser Wellenlänge nach 24 h Inkubation mit aktivem im Vergleich zu hitzeinaktiviertem
Enzym zeigte, dass Adlerol in geringen Mengen umgesetzt wurde (Abb. 3.65).
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Abbildung 3.65: UV/Vis-Spektrum der Umsetzung von Adlerol durch die rPsaDyP
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3.5 Entwicklung eines Zwei-Enzym-Systems

Mit der heterolog exprimierten Arylalkoholoxidase und der rekombinanten DyP-Typ Peroxidase
aus Pleurotus sapidus sollte ein Zwei-Enzym-System etabliert werden. Dabei wurde die DyP-Typ
Peroxidase verwendet, um verschiedene Substrate wie DMP (aromatisches Ligninmodell), ABTS
oder Annatto umzusetzen. Dafür wurde als Cosubstrat H2O2 benötigt, welches kontinuierlich
durch die Oxidation von primären aromatischen Alkoholen durch die AAO* bereitgestellt werden
sollte.

3.5.1 Kine sche Abs mmung der AAO* und DyP-Typ Peroxidase

Zunächst wurde untersucht, ob die beiden Enzyme in Gegenwart der Peroxidase-Substrate
bzw. von Veratrylalkohol ihr

”
eigenes“ Substrat umsetzen: Die Umsetzung von Veratrylalkohol

durch die Arylalkoholoxidase fand auch in Gegenwart von DMP, ABTS und Annatto statt. Die
Umsetzung von Veratrylalkohol in Gegenwart von ABTS konnte nicht direkt überprüft werden,
da die Extinktion von ABTS die des Veratrumaldehyds überlagerte. Durch die Bestimmung
des entstehenden H2O2 konnte indirekt nachgewiesen werden, dass die AAO* den Alkohol
oxidiert. Alle Peroxidase-Substrate wurden durch die rPsaDyP in Gegenwart von Veratrylalkohol
umgesetzt. Die Peroxidase setzt ebenfalls Veratrylalkohol um, allerdings zeigte die Peroxidase
eine so niedrige Af inität zu dem Alkohol, dass die beiden Enzyme in einem Zwei-Enzym-System
nicht um dieses Substrat konkurrierten. Beide Enzyme werden durch das Substrat des jeweils
anderen nicht negativ beein lusst.
Im AAO-Assay wird eine Erniedrigung der Umsatzgeschwindigkeit der AAO* durch das entste-
hendeH2O2mit Hilfe von Katalase verhindert. Im Zwei-Enzym-Systemwird das Coprodukt durch
die rPsaDyPumgesetzt und so eine InhibierungderAAO* verhindert. Dabeiwurden für dieUmset-
zung von Veratrylalkohol vergleichbare Umsatzgeschwindigkeiten ermittelt (12,9 μMmin−1 mit
Katalase bzw. 12,8 μMmin−1 mit rPsaDyP). Wurde keinWasserstoffperoxid-umsetzendes Enzym
im Assay verwendet, führte dies zu einer Inhibierung der Arylalkoholoxidase durch das Copro-
dukt. Unmittelbar vor dem Einsatz der beiden Enzyme im Zwei-Enzym-System wurde ihre
Aktivität überprüft, um geeignete Konzentrationen in Abhängigkeit der Substrate für den Assay
einzusetzen.
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Bei der Charakterisierung der DyP-Typ Peroxidase wurde gezeigt, dass diese – abhängig vom
Substrat – bestimmte H2O2-Konzentrationen benötigt bzw. toleriert und das Substrat umsetzt.
Im Zwei-Enzym-Systemwurde der Ein luss der H2O2-Konzentration auf die Peroxidase-Aktivität
ebenfalls untersucht. Hierzuwurden verschiedene AAO-Konzentrationen in den Assay eingesetzt
und die Aktivität der Peroxidase in Abhängigkeit der AAO-Konzentration bzw. des gebildeten
H2O2 bestimmt (Abb. 3.66 A). Eine Steigerung der AAO-Konzentration führte zunächst zu einer
Steigerung der H2O2-Bildung und parallel dazu zu einer Erhöhung der DyP-Aktivität. Wurde so
viel AAO* in den Assay eingesetzt, dass 18 μMmin−1 H2O2 gebildet wurde, führte dies zu einer
Verminderung der Umsatzgeschwindigkeit der rPsaDyP. Wurde die AAO-Konzentration weiter
gesteigert, sank die Bildung vonH2O2 und die Aktivität der rPsaDyP stiegwieder. In Abhängigkeit
von der spezi ischen Aktivität der verwendeten AAO* trat dieser Effekt in unterschiedlichen
Konzentrationsbereichen auf. Die Aktivität der rPsaDyP wurde früher inhibiert, als anhand der
Positivkontrolle mit H2O2 zu erwarten war (Abb. 3.66 B).
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Abbildung 3.66: DyP-Ak vität für den Umsatz von DMP (n) in Abhängigkeit von
A – der Arylalkoholoxidase-Konzentra on bzw. der durch die Arylalkoholoxidase produzierten
H2O2-Menge2(n) und
B – der hinzugefügten H2O2-Menge (n)

2Die Produktion von H2O2 pro Minute wurde aus dem Umsatz von Veratrylalkohol errechnet
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3.5.2 Oxida on von DMP mit Hilfe des Zwei-Enzym-Systems

Die höchste Aktivität der rPsaDyP für den Umsatz von DMP liegt bei pH4,5 (Tab. 3.7). Die
Arylalkoholoxidase hat bei diesem pH-Wert eine Aktivität von 90%. Eine Umsetzung von DMP
durch die rPsaDyP bei pH6,0 wurde nicht nachgewiesen. Daher wurde das Zwei-Enzym-System
bei pH4,5 etabliert. Die höchste Enzymaktivität zeigt die rPsaDyP bei einer Temperatur zwischen
20 °C und 30 °C (s. 3.4.8.4). Außerhalb dieses Temperaturbereiches sinkt die Aktivität deutlich
ab. Da die Aktivität der Arylalkoholoxidase bei 30 °C noch größer als 55% ist, wurde das
Zwei-Enzym-System bei 30 °C etabliert (Tab. 3.10). Abbildung 3.67 zeigt den Umsatz des Lignin-
modellsubstrates 2,6-Dimethoxyphenol im Zwei-Enzym-System sowie im Vergleich Positiv- und
Negativkontrolle. Parallel zumUmsatz desDyP-SubstrateswurdederUmsatz vonVeratrylalkohol
kontrolliert (Abb. 3.68). Nur im Zwei-Enzym-Systemwurde Veratrylalkohol oxidiert undH2O2 im
Assay produziert. In der Positivkontrolle – bestehend aus der Peroxidase und dem benötigtem
Cofaktor H2O2 – erfolgte der Umsatz von DMP nicht kontinuierlich undwurde bereits nach 6min
deutlich verringert. Bei der Negativkontrolle (mit rPsaDyP, ohne Zusatz von H2O2 und ohne
AAO) erfolgte kein Umsatz des Modellsubstrates. Im Zwei-Enzym-Systemwurde im Vergleich zur
Positivkontrolle DMP kontinuierlich über einen Zeitraum von 15min oxidiert (Abb. 3.67). Dabei
wurde H2O2 kontinuierlich von der Arylalkoholoxidase zur Verfügung gestellt, welches von der
rPsaDyP verbraucht wurde.

Tabelle 3.10: Zweienzymassay für den Umsatz von DMP

Zwei-Enzym-System Positivkontrolle Negativkontrolle

AAO* (16,2 Umg−1)1 25 μL – –
rPsaDyP (33,5Umg−1)2 20 μL 20 μL 20 μL
Puffer3 85 μL 85 μL 85 μL
DMP4 10 μL 10 μL 10 μL
H2O2

5 – 50 μL –
H2O 50μL – 50 μL
Veratrylalkohol6 10 μL 10 μL 10 μL
Rückfaltungspuffer – 25 μL 25 μL

Gesamtvolumen 200 μL
1 inal 5mU • 2 inal 3mU • 3 Natriumacetat-Puffer (50mM, pH4,5) • 4 100mM gelöst in 30% Ethanol • 5 0,125mM •
6 100mM in Puffer
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Abbildung 3.67: Umsatz von DMP durch das AAO-DyP-Zwei-Enzym-System (•) im Vergleich zur Umsetzung des
Substrates in einem einfachen Enzymsystem aus DyP mit H2O2 (•) bzw. ohne H2O2(•) (50mM
Natriumacetat-Puffer pH 4,5 bei 30 °C)
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Abbildung 3.68: Parallel zum DMP-Umsatz gemessene Oxida on von Veratrylalkohol im AAO-DyP-
Zwei-Enzym-System (•) bzw. rPsaDyP mit H2O2 (•) bzw. ohne H2O2(•) im Vergleich (50mM
Natriumacetat-Puffer pH 4,5 bei 30 °C)
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3.5.3 Oxida on von ABTS mit Hilfe des Zwei-Enzym-Systems

Für die Umsetzung von ABTS wurde ebenfalls Natriumacetat-Puffer pH4,5 und 30 °C verwendet.
ABTSwird von der rPsaDyP optimal bei pH3,8 umgesetzt (s. 3.4.8.2). Zur Optimierung des Assays
wurde ein pH in der Mitte der pH-Optima beider Enzyme gewählt. Der Assay wurde hinsichtlich
des ABTS-Umsatzes optimiert (Tab. 3.11). Die Substratkonzentration wurde so gewählt, dass
sie im Sättigungsbereich für die DyP-Typ Peroxidase lag. Für den Umsatz von ABTS wurde im
Vergleich zu DMP als Substrat nur eine niedrige Konzentration H2O2 benötigt, daher wurde
eine AAO* mit niedrigerer spezi ischer Aktivität eingesetzt. Im Zwei-Enzym-System konnte die
Oxidation von Veratrylalkohol aufgrund der Absorption von ABTS nicht nachvollzogen werden.

Tabelle 3.11: Zweienzymassay für den Umsatz von ABTS

Zwei-Enzym-System Positivkontrolle Negativkontrolle

AAO* (4,2 Umg−1)1 35 μL – –
rPsaDyP (209,5 Umg−1)2 40 μL 40 μL 40 μL
Puffer3 70 μL 70 μL 70 μL
ABTS4 20 μL 20 μL 20 μL
H2O2

5 – 25 μL –
H2O 25μL – 25 μL
Veratrylalkohol6 10 μL 10 μL 10 μL
Rückfaltungspuffer – 35 μL 35 μL
Gesamtvolumen 200 μL

1 inal 1,3mU • 2 inal 24mU • 3 Natriumacetat-Puffer (50mM, pH4,5) • 4 4mM gelöst in Wasser • 5 0,25mM •
6 100mM in Puffer
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Abbildung 3.69: Umsatz von ABTS in 50mM Natriumacetat-Puffer pH 4,5 bei 30 °C durch das AAO-DyP-
Zwei-Enzym-System (•) und die rPsaDyP mit H2O2 (•) bzw. ohne H2O2(•) im Vergleich
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ImoptimiertenZwei-Enzym-Systemwar zunächst eine vergleichbareUmsatzgeschwindigkeit zur
Positivkontrolle zu beobachten (Abb. 3.69). Nach etwa 15min jedoch wurde der Umsatz von
ABTS bei der Positivkontrolle verlangsamt und stagnierte nach ca. 20min annähernd, während
der Umsatz im Zwei-Enzym-System über einen Zeitraum von 40min kontinuierlich erfolgte. Im
Vergleich zur Positivkontrolle wurde das Substrat beim Zwei-Enzym-System trotz einer nahezu
gleichen Anfangsgeschwindigkeit länger andauernd umgesetzt und somit mehr Produkt gebildet.
H2O2wurde kontinuierlich über den Zeitraumvon 40min bereitgestellt. Bei der Negativkontrolle
war ein minimaler Umsatz zu beobachten, der jedoch nach ca. 2min bereits stagnierte.

3.5.4 Abbau von Anna o mit Hilfe des Zwei-Enzym-Systems

Anschließendwurde die Oxidation des industrierelevanten Farbstoffs Annatto durchgeführt (Tab.
3.12). Der Abbau vonAnnatto erfolgte ebenfalls bei pH4,5. Der pH-Wertwurde gewählt, da dieser
dem pH-Wert der Molke entspricht. Die für den Abbau von Annatto benötigte H2O2-Menge ist
vergleichbar mit der Menge für den Abbau von ABTS. Daher musste auch für den Umsatz dieses
Substrates die AAO-Konzentration niedrig gehalten werden, um eine Hemmung der rPsaDyP
durch eine zu rasche H2O2-Produktion zu verhindern.

Tabelle 3.12: Zweienzymassay für den Umsatz von Anna o

Zwei-Enzym-System Positivkontrolle Negativkontrolle

AAO* (6,2 Umg−1)1 10 μL – –
rPsaDyP (0,04Umg−1)2 20 μL 20 μL 20 μL
Puffer3 bzw. Molke 110 μL 110 μL 110 μL
H2O2

4 – 50 μL –
H2O 50μL – 50 μL
Veratrylalkohol5 10 μL 10 μL 10 μL
Rückfaltungspuffer – 10 μL 10 μL

Gesamtvolumen 200 μL
1 inal 0,5mU • 2 inal 0,2mU • 3 Natriumacetat-Puffer (50mM, pH4,5) mit Annatto (0,3% (v/v)) • 4 0,25mM •
5 100mM in Puffer
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Abbildung 3.70: Abbau des Farbstoffs Anna o bei pH 4,5 durch das AAO-DyP-Zwei-Enzym-System (•) im
Vergleich zum Abbau durch die rPsaDyP mit H2O2 (•)
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Abbildung 3.71: Parallel zum Anna o-Abbau gemessene Oxida on von Veratrylalkohol im AAO-DyP-
Zwei-Enzym-System (•) bzw. rPsaDyP mit H2O2 (•) im Vergleich

Im Vergleich zur Positivkontrolle wurde Annatto im optimierten Zwei-Enzym-System ef izienter
und schneller abgebaut (Abb. 3.70). Bei der kontinuierlichen Zuführung von H2O2 durch die
Arylalkoholoxidase wurde die Umsatzgeschwindigkeit der rPsaDyP gegenüber einer einmali-
gen Gabe H2O2 gesteigert. Die Negativkontrolle zeigte keinen Substratumsatz. Parallel zum
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Abbau von Annatto wurde der Umsatz von Veratrylalkohol kontrolliert (Abb. 3.71). Nur im
Zwei-Enzym-System wurde Veratrylalkohol oxidiert und H2O2 im Assay produziert.

3.5.5 Bleichung von Molke mit Hilfe des Zwei-Enzym-Systems

Das hinsichtlich der Umsetzung von Annatto optimierte Zwei-Enzym-System wurde zur Blei-
chung von Annatto-gefärbter Molke eingesetzt. Die verwendete Molke (Strothmann reine Molke;
pH4,5) wurde pur bzw. mit Annatto versetzt eingesetzt. Die Assayzusammensetzung wurde auf
1mL hochskaliert (s. 2.6.8.1). Anstelle des Puffers wurde Molke eingesetzt. Eine Bleichung der
gefärbten Molke war mit dem Zwei-Enzym-System aus Arylalkoholoxidase und rPsaDyPmöglich
(Abb. 3.72). Beide Enzyme waren auch unter den in der Molke gegebenen Bedingungen aktiv.
Gegenüber der Positivkontrolle wurde der Umsatz durch das optimierte Zwei-Enzym-System
gesteigert. Bei der ungefärbten Molke war innerhalb von 12 h keine Bleichung erkennbar.
Bei der Molkebleichung wurde der Vorteil des Zwei-Enzym-Systems besonders deutlich. Im
Vergleich zur Positivkontrolle mit H2O2 ist die Bleichung mit dem Zwei-Enzym-System deutlich
effektiver (Abb. 3.72). Eine Negativkontrolle wurde stets mitgeführt, aber weder der Einsatz
der Arylalkoholoxidase alleine noch der Einsatz der DyP-Typ Peroxidase alleine führte zu einer
Farbveränderung der Probe.

Abbildung 3.72: Bleichung der mit Anna o gefärbten Molke bzw. des gefärbten Puffers (50mM
Natriumacetat-Puffer pH 4,5) über 12 h mi els Zwei-Enzym-System und Vergleich mit
der Posi vkontrolle (Zugabe von H2O2) sowie der ungefärbten Molke
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3.6 GDS(L)-Lipase

3.6.1 Amplifizierung und Isolierung der codierenden Sequenz einer GDS(L)-Lipase

Für die Isolierung der Gesamt-RNA wurde Myzel (ca. 100mg) vom Tag der höchsten Lipaseakti-
vität (Tag 5) der Kultivierungmit Tween® 80 als Kohlenstoffquelle verwendet (s. 2.2.1.5). Mit der
isolierten Gesamt-RNA wurde eine cDNA-Bibliothek erstellt und diese zur weiteren Klonierung
verwendet. Die Ampli izierung der Gesamtsequenz (cDNA) der GDS(L)-Lipase erfolgte mittels
PCR. Die benötigtenPrimerwurden vonder genomischenDNA-Sequenz einer potentiellen Lipase
von P. ostreatus abgeleitet. Die Lage wurde so gewählt, dass das ampli izierte Fragment sowohl
das Start- als auch das Stoppcodon der GDS(L)-Lipase enthielt (s. 2.3.5.1).

ATGCTCCGAT CCTTTGTCGT ACTGACATCC GTCTGCGCTG CCTACGCTGC AGTACTTCCC 60
M L R S F V V L T S V C A A Y A A V L P
CGCGACGCAC CCAACGGCGT TCACTTGGCC GTTGATCCAA AGTGCGGTGT TGCGGGGGGA 120
R D A P N G V H L A V D P K C G V A G G
CGATTTGGCG ATGTCAACAT CGGTCTCAAA CCGTTGACAT CCTACGAACA TATCGTCGCA 180
R F G D V N I G L K P L T S Y E H I V A
TTTGGAGACT CATGGACTGA CGGAGGAGCA CATAACGGAG AGCCGTTACC GCCACCAGTT 240
F G D S W T D G G A H N G E P L P P P V
CTTACACCAC CAAACCCAAG GGCTGGAGGA CGGGCGAGTA ATGGTCCTGT ATGGGTGGAG 300
L T P P N P R A G G R A S N G P V W V E
AAATTGGCTT CCGCTGCTGG TGCAACCTTG CTCGACTTTG CAGAAATTGG CGCTGTTACA 360
K L A S A A G A T L L D F A E I G A V T
GATAAAAATA TCTGGCCATC TAGTCTGCTT CCTACCACCG CATCGAGCGC AAACGACTTT 420
D K N I W P S S L L P T T A S S A N D F
GTCGGTCAAG CGCACAACTA CATTAATCAA CGAAACGGAT TTGATCCAGA GACGACACTA 480
V G Q A H N Y I N Q R N G F D P E T T L
TATACCATAT TCCTCGGAGT CGGGGACTTT GACTTGTCCC AACAAACGGG CACTGATAAC 540
Y T I F L G V G D F D L S Q Q T G T D N
CTCTACACGG TGGCTGGCGC CATCGTATAC ACGATCCTTG AACTCACTTC CTACCCCACA 600
L Y T V A G A I V Y T I L E L T S Y P T
TACGCCAAGA ACATAATCGT CGTTGACAAC TATGGTCGTG GAATCTACGA AACACCGTCA 660
Y A K N I I V V D N Y G R G I Y E T P S

GGAGACGCGT TCAAGGAAGG CATCTACGCT GGATTGAACA CCCTCCACAC GAGATACGGC 720
G D A F K E G I Y A G L N T L H T R Y G

ACGAGCGTCG GGTTTGTCGA TCTCAAGACC CTATGGGATG GCGTCTTGGG CAGCAGCCCC 780
T S V G F V D L K T L W D G V L G S S P
GGATACGAAG CATTTGGATA TACCAGTAAG GCAGCATGCT TGCCCTCTTC AACGTCGACG 840
G Y E A F G Y T S K A A C L P S S T S T
TCTGGAGCCT GTGCCAATCC CGAATCAACG TTCTACTGGC TACCAGGGAT ACCGTCGGCG 900
S G A C A N P E S T F Y W L P G I P S A
GCTACGCACG GTCTGATCGC AGACTACGTG GAGAAGGTGC TGACAACATG CTGA 954
A T H G L I A D Y V E K V L T T C *

Abbildung 3.73: Nukleo dsequenz der klonierten GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus (oben) und daraus
abgeleitete Aminosäuresequenz (unten)
Hervorgehoben sind das GDS(L)-Mo v und das GxSxG-Mo v. Die in der Sekretomanalyse
erhaltenen Pep dsequenzen sind schwarz unterstrichen
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3.6.2 Bioinforma sche Analyse der cDNA-Sequenz

Die klonierte cDNA-Sequenz umfasst 954 Basenpaare (Abb. 3.73) und codiert ein Protein mit
einer Länge von 317 Aminosäuren. Die Sequenz wurde unter der Zugriffsnummer LN830263
bei EBI-EMBL veröffentlicht. Das Protein hat ein berechnetes Molekulargewicht von 33,3 kDa
(ExPASy ProtParam, Tab. 2.12). Der pI wurde zu 4,86 berechnet. In der Sequenz wurden die
konservierten StrukturmotiveGDSL (Leucin ist durchTryptophan ersetzt) undGxSxG identi iziert.
Die bei Sekretomuntersuchungen des Pilzes Pleurotus sapidus ermittelten Peptidsequenzen (Tab.
3.1) sind in der abgeleiteten Aminosäuresequenz enthalten (Abb. 3.73).
Anhand von Datenbankrecherchen (BlastN, NCBI , InterProScan 4) wurde eine Homologie der
Aminosäuresequenz zu Enzymen der SGNH-Hydrolase Superfamilie festgestellt (Abb. 3.74).
Durch bioinformatische Untersuchungen (Pfam HMM, NCBI CDD) wurde das Enzym eindeutig
als Mitglied der GDS(L)-Lipase/Acylhydrolase-Familie (PF00657; CD01846) identi iziert, die zu
dieser Superfamilie gehören.

SignalP-NN (euk)

unintegratednoIPR

signal-peptide

InterPro Match
3171

Query Sequence

3.40.50.1110

SGNH hydrolase-type esterase domainIPR013831

SSF52266

PF00657

GDSL lipase/esteraseIPR001087

PS01098

Lipase, GDSL, acitve siteIPR008265

SIGNALPGENE3D TMHMMPROSITE SUPERFAMILY

Abbildung 3.74: Funk onelle Analyse der übersetzten Aminosäuresequenz mi els InterProScan

Bei den weiteren bioinformatischen Untersuchungen wurde in der aus der cDNA abgeleiteten
Aminosäuresequenz mittels SignalP 4.1 (Petersen et al. 2011) eine potentielle Schnittstelle für
eine Signalpeptidase zwischen den Aminosäuren 16 und 17 ermittelt. Demnach besteht das
reife Protein aus 438 Aminosäuren und hat ein berechnetes Molekulargewicht von 31,6 kDa.
Mit Hilfe der Programme NetNGly1.0 (Gupta et al. 2004) und NetOGly 3.1 (Julenius et al.
2005)wurde die Sequenz auf potentielle Glykosylierungsstellen untersucht und keine potentielle
N-Glykosylierungsstelle, jedoch fünf potentielle O-Glykosylierungsstellen ermittelt.
Weiterhin wurde untersucht, ob eine Cellulose-Bindungsdomäne (CBD), die ein Indiz für eine
Beteiligung amAbbau von Lignocellulosen ist, vorhanden ist. Mittels Datenbankrecherchewurde
keine bekannte CBD in der Aminosäuresequenz gefunden.
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Ein Vergleich der Aminosäuresequenz mit Datenbanken (NCBI, BlastP; EMBL-EBI Blast+) zeigte,
dass das Enzym nur sehr geringe Homologien zu bereits charakterisierten Lipasen/Esterasen
aufweist. Die Identität zur Feruloylesterase (NCBI: CBE71381) bzw. zur Xanthophyllesterase
(NCBI: CAH17527) aus Pleurotus sapidus war jeweils kleiner als 10%. Die Sequenz zeigte die
höchste Homologie zu einem lipolytischen Protein aus der GDS(L)-Familie aus Moniliophthora
roreri3 (EMBL: ESK93427; Identität 51%).
Ein Vergleich der Nukleotidsequenz der isolierten Lipasemit demGenom von Pleurotus ostreatus
(Joint Genome Institute JGI, PC 15 v.2, BlastN) ergab eine Ubereinstimmung von 92% zu einer
Nukleotidsequenz (estExt_fgenesh1_pg.C_030854), die eine Identität von 81% zu einem als
Phospholipase/Lecithinase/Hämolysin annotiertem Protein aus Burkholderia dolosa zeigt. Die
übersetzten Aminosäurensequenzen zeigen eine Ubereinstimmung von 96% (Abb. 3.75).

Psa MLRSFVVLTS VCAAYAAVLP RDAPNGVHLA VDPKCGVAGG RFGDVNIGLK PLTSYEHIVA 60
Pos MLRSFVVLTS VCAAYAAVLP RDALNGVHLA VDPKCGVAGG RFGDVNIGLK SLTSYEHIVA 60

********** ********** *** ****** ********** ********** *********
Psa FGDSWTDGGA HNGEPLPPPV LTPPNPRAGG RASNGPVWVE KLASAAGATL LDFAEIGAVT 120
Pos FGDSWTDGGA HDGEPLPPPI LTPPNPRAGG RASDGPVWVE RLASAAGATL LDFAEIGAVT 120

********** * ******* ********** *** ****** ********* **********
Psa DKNIWPSSLL PTTASSANDF VGQAHNYINQ RNGFDPETTL YTIFLGVGDF DLSQQTGTDN 180
Pos DKNIWPKTLL PTTSSGANDF VGQAHNYINQ RNGFDPETTL YTIFLGVGDF DLSQQTGTDN 180

****** ** *** * **** ********** ********** ********** **********
Psa LYTVAGAIVY TILELTSYPT YAKNIIVVDN YGRGIYETPS GDAFKEGIYA GLNTLHTRYG 240
Pos LYTVAGAIVY TILELTSYPT YAKNIIVVDN YGRGIYETPS GDAFKEGIYA GLNTLHTRYG 240

********** ********** ********** ********** ********** **********
Psa TSVGFVDLKT LWDGVLGSSP GYEAFGYTSK AACLPSSTST SGACANPEST FYWLPGIPSA 300
Pos TNVGFVDLKT LWDGVLGSSP GYEAFGYTSK GACLPSSTST SGACANPEST FYWLPGIPSA 300

* ******** ********** ********** ********* ********** **********
Psa ATHGLIADYV EKVLTTC 317
Pos ATHGLIADYV EKVLTTC 317

********** *******

Abbildung 3.75: Vergleich der Aminosäuresequenz der GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus (Psa) mit einer
poten ellen GDS(L)-Lipase von Pleurotus ostreatus (Pos), deren Sequenz aus dem Genom
abgeleitet wurde (JGI).
Hervorgehoben sind das GDS(L)-Mo v und das GxSxG-Mo v. Konservierte Aminosäuren sind
mit einem Stern gekennzeichnet

Das aktive Zentrum lipolytischer Enzyme bildet die sogenannte katalytische Triade aus den
konservierten Aminosäuren Ser, Asp oder Glu und His. Mit Ausnahme des Serins, das im
namensgebenden GDSL-Motiv lokalisiert ist, wurden die anderen Reste der katalytischen Triade
bei beiden Sequenzen nicht zugeordnet.
Mittels SWISS-MODEL wurde versucht, eine 3D-Struktur für die GDS(L)–Lipase zu erstellen.
Als Template wurden die Esterase estA aus Pseudomonas aeruginosa (PDB-ID: 3KVN) sowie
Xylanesterasen (PDB-ID: 4JJ6 und 2WAA) bzw. eine Lipase (PDB-ID: 1YZF) verwendet. Die
Sequenzen zeigten allerdings lediglich eine Ubereinstimmung von 18% bis 21%. Die Homologie
der Strukturen war zu gering, um ein aussagekräftiges Modell erstellen zu können.

3Erreger der Monilia-Furchtfäule des Kakaos
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3.6.3 Heterologe Expression

Die codierende Sequenz der GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapiduswurde zur heterologen Expres-
sion in Trichoderma reesei an die Firma ABEnzymes weitergeleitet. Für die Expression der Lipa-
se-DNA wurden drei Expressionsvektoren konstruiert (s. 7.2.3). In allen Konstrukten stand das
Lipase-Gen unter der Kontrolle des cbhI-Promotors (Cellobiohydolase I) und cbhI-Terminators
von T. reesei:

• pAB500-LipPS: Lipase-Gen mit seiner Signalsequenz;
• pAB510-LipPS: Lipase-Gen ohne mittels SignalP vorhergesagte Signalsequenz; die Sekretion wird
durch die cbhI-Signalsequenz vermittelt;

• pAB600-LipPS: Lipase-Gen ohne berechnete Signalsequenz mit einem cbhII (Cellobiohydrolase II)
Carrier fusioniert. Die cbhII-Signalsequenz dient der Sekretion des cbhII-KexII-Lipase Fusionspro-
teins. Die proteolytische Spaltung des Fusionsproteins durch die Erkennungsstelle für die KexII
Protease (Lys-Arg) innerhalb des Konstrukts führt zur Bildung von aktiver Lipase.

Sechs Transformanten, die die Lipase exprimierten, wurden von der Firma AB Enzymes in
0,5 L Fermentern im fed-batch- und batch-Verfahren kultiviert und der Kulturüberstand für
weitereUntersuchungen zurVerfügung gestellt. Die Enzymaktivitätwurdenach88 h, 116 h, 137 h
und 161 h anhand des p-Nitrophenylpalmitat-Assays (pNPP-Assays; 2.6.9.1) untersucht (Abb.
3.76). Die Aktivitäten nach batch-Kultivierung (Medium D5) waren stets deutlich höher als nach
fed-batch-Kultivierung. Der Stamm RH32919, dessen Expressionskassette das Konstrukt mit der
Lipasesignalsequenz (pAB500) enthält, erreichte die höchste Aktivität mit 370UL−1 nach 161 h.
Der StammRH32929mit demKonstrukt pAB600 erreichte das Aktivitätsmaximummit 350UL−1
nach 137 h. Das Aktivitätsmaximum des Stammes RH32924 (pAB510) lag bei 280UL−1 nach
137 h. Die drei weiteren Stämme zeigten geringere Aktivitäten.
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Abbildung 3.76: Ak vität der GDS(L)-Lipase in Kulturüberständen der Stämme RH32919, RH32924, RH32929
(batch-Kul vierung)
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3.6.4 Proteinbiochemische Charakterisierung der rekombinanten GDS(L)-Lipase aus
Pleurotus sapidus

Der Kulturüberstand wurde mittels SDS-PAGE sowie mittels halbnativer PAGE analysiert. Im
Anschluss andieElektrophoresewurdedas SDS-Gelmit colloidalemCoomassie gefärbt (Abb. 3.77
A). Das halbnativeGelwurde geteilt, eineHälftewurdemit colloidalemCoomassie gefärbt,mit der
anderen Hälfte wurde eine Aktivitätsfärbung mit α-Naphthylacetat durchgeführt (s. 2.4.3.6, Abb.
3.77 B). Der Nachweis der heterologen Expression sowie die Identi izierung der Lipase im Gel
erfolgte über die Aktivitätsfärbung.
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Abbildung 3.77: Elektrophore sche Analyse des Kulturüberstandes mit exprimierter GDS(L)-Lipase und Ak vi-
tätsfärbung mit α-Naphtylacetat
A – SDS-PAGE, B – halbna ve SDS-PAGE, 12%igM – Proteinstandard
1 – colloidal Coomassiefärbung
2 – Ak vitätsfärbung mit α-Naphthylacetat

Mittels SDS-PAGE wurde für die GDS(L)-Lipase ein apparentes Molekulargewicht von 34 kDa
bestimmt (Abb. 3.77 A), das mit dem anhand der cDNA kalkulierten Molekulargewicht der
GDS(L)-Lipase mit Signalsequenz von 33,3 kDa gut übereinstimmt.
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Für die Bestimmung des pI wurde mit dem Kulturüberstand eine isoelektrische Fokussierung
durchgeführt (s. 2.4.2.5). Das IEF-Gel wurde nach der Fokussierung geteilt und eine Hälfte mit
colloidalem Coomassie gefärbt, mit der anderen wurde eine Aktivitätsfärbung durchgeführt
(s. 2.4.3.6). Anhand der Aktivitätsfärbung wurde ein apparenter isoelektrischer Punkt zu 5,0
ermittelt (Abb. 3.78), der mit dem berechneten pI von 4,9 gut übereinstimmt.
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Abbildung 3.78: Isoelektrische Fokussierung zur Bes mmung des pI der rekombinanten GDS(L)-Lipase
M – Proteinstandard, 1 – colloidal Coomassiefärbung, 2 – Ak vitätsfärbung mit α-Naphthyl-
acetat

3.6.5 Bes mmung des op malen Puffers

Zunächst wurde die Aktivität des Enzyms mit dem Esterase-Assay (s. 2.6.10) nach Purdy und
Kolattukudy (1973) in folgenden Puffern (s. 2.6.1) untersucht:

Sørensen-Phosphat-Puffer pH8,0
Kaliumphosphat-Puffer pH7,0
Natriumacetat-Puffer pH6,0
MOPS-Puffer pH6,0
Bernsteinsäuretartrat-Puffer pH6,0

Eine hoheAktivität wurde bei der Verwendung vonKaliumphosphat-Puffer pH7,0 bzw. Sørensen-
Phosphat-Puffer pH8,0 ermittelt. Im Vergleich dazu lag die Aktivität bei der Verwendung von
Puffern mit pH6,0 zwischen 20% und 30% der in Kaliumphosphat-Puffer pH7,0 ermittelten
Aktivität. Um einige Substrate in Lösung zu bringen, wurde DMSO verwendet. Daher wurde die
Aktivität des Enzyms untersucht, nachdem den Puffern 3% (v/v) DMSO zugesetzt wurde. Durch
diesen Zusatz wurde die Aktivität der Lipase nicht beein lusst.
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3.6.6 Untersuchung der Substratspezifität

Das Protein wurde hinsichtlich seiner biokatalytischen Eigenschaften gegenüber p-Nitrophenyl-
estern untersucht (s. 2.6.10).

Tabelle 3.13: Ak vität der GDS(L)-Lipase gegenüber p-Nitrophenylestern

p-Nitrophenylester Aktivität in U L−1

p-Nitrophenyloctanoat 825
p-Nitrophenylvalerat 264
p-Nitrophenylbutyrat 516
p-Nitrophenylacetat 455

Die Aktivität der GDS(L)-Lipase steigtmit zunehmender Kettenlänge der Ester und einer geraden
Anzahl an C-Atomen (s. 3.13). Die Aktivität gegenüber p-Nitrophenylpalmitat wurde mittels
NPP-Assay nachWinkler und Stuckmann (1979) bestimmt, da diesemit dem verwendeten Assay
nicht valide bestimmt werden konnte. Dabei zeigte das untersuchte Enzym eine hohe Aktivität
(368UL−1), was auf eine Lipaseaktivität hindeutet.

3.6.7 Untersuchung auf Feruloylesteraseak vität

DieAktivität des Enzyms gegenüber demSubstrat Ferulasäuremethylesterwurde untersucht, um
zu überprüfen, ob das Enzym Feruloylesteraseaktivität aufweist (s. 2.6.10.1). Die Differenz der
Absorptionsmaxima von freier Ferulasäure und Ferulasäuremethylester unter den gegebenen
Bedingungen ermöglichen es, die Hydrolyse des Esters spektroskopisch zu messen (Ralet et al.
1994). Der Ferulasäuremethylester wurde für 72 h bei 37 °C mit dem Enzym bzw. als Kontrolle
mit hitzeinaktiviertem Enzym inkubiert. Anschließend wurde ein Spektrum von 280 bis 340 nm
aufgenommen (Abb. 3.79).
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Abbildung 3.79: Veränderung des Absorp onsspektrums vor und nach der Hydrolyse des Ferulasäuremethyl-
esters

Das Spektrum verschob sich nach 72 h in Richtung des Spektrums der freien Ferulasäure. Zu
Beginn der Messung war eine Bande bei 322 nm sichtbar, welche auf die veresterte Ferulasäure
zurückzuführen ist. Die Absorption bei 322 nm nahm mit der Reaktionszeit ab, während die
Absorption bei 293 nm zunahm.
Weiterhin wurde die Aktivität des Enzyms gegenüber dem Modellsubstrat 5-O-trans-feruloyl-
L-arabinofuranose (F-A) nach Linke et al. (2013) untersucht und die Hydrolyse mittels HPLC
analysiert (s. 2.6.11). Die Ergebnisse sind in Tabelle 3.14 zusammengefasst.

Tabelle 3.14: Umsetzung von 5-O-transferuloyl- -Arabinofuranose durch die GDS(L)-Lipase

F-A in FEa freie Ferulasäure in FE

5-O-transferuloyl- -Arabinofuranose (F-A) 4483005 33309
Negativkontrolle (hitzeinaktiviertes Enzym) 4880842 33215
Umsetzung mit GDS(L)-Lipase 5306896 73608

a FE - Flächeneinheiten

Mittels HPLC war im Vergleich zur Negativkontrolle eine nicht signi ikante Umsetzung des
Substrates nachzuweisen.
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3.7 Feruloylesterase

Die cDNA der Esterase aus Pleurotus sapiduswurde von Linke et al. (2013) kloniert und ist unter
der Zugriffsnummer CBE71381 bei NCBI als Feruloylesterase veröffentlicht. Das Esterasegen
umfasst 1662 Basenpaare und codiert ein Protein mit 554 Aminosäuren. Die abgeleitete Ami-
nosäuresequenz hat ein theoretisches Molekulargewicht von 59,4 kDa. Die Sequenzanalyse mit
PSORT II ergab ein mögliches Signalpeptid von 19 Aminosäuren. Für die heterologe Expression
dieser Esterase aus Pleurotus sapidus (EPS1) in H. polymorpha wurden von der Firma Artes
Biotechnology rekombinante RB11-Stämme generiert und für Expressionsversuche in dieser
Arbeit zur Verfügung gestellt.
Für die intrazelluläre Expression wurde die cDNA-Sequenz dieser Esterase in die Plasmide
pFPMT-mEPS-H6 #15-3 bzw. pFPMT-mEPS-H6 #15-4 eingebracht (s. 7.2.4) und die Hefe H. poly-
morphaRB11mit diesenVektoren transformiert. AlsNegativkontrollstammdienteH. polymorpha
pFPMT121/RB11, bei dem der Vektor pFPMT121 (ohne Insert) genomisch integriert wurde.
Nach der heterologen Expression wurden die Zellen aufgeschlossen (s. 2.5.2.4) und ein Western-
Blot nach denaturierender SDS-PAGE durchgeführt (Abb. 3.80 A). Der Nachweis der rekombinan-
ten Esterase erfolgte mittels polyklonalen Antikörpern gegen den His-tag (s. 2.4.2.7).

kDa kDakDa MMM P Ü P Ü P Ü Ü Ü Ü

I II III I II IIII II III
A B C

Abbildung 3.80: Nachweis der rekombinanten Esterase mi els an -His-tag-An köpern
I – Kontrolle (121/RB11), II – Expressionstamm #15-3, III – Expressionsstamm #15-4
P – Pellet, Ü – Überstand
A: Kontrolle der Expression B: Kontrolle der Löslichkeit C: Solubilisierung der Esterase

Die heterologe Expression der Esterase aus Pleurotus sapidus inHansenula polymorpha führte zu
großen Mengen an rekombinantem Enzym, allerdings lag das Produkt nach dem Zellaufschluss
ausschließlich in der unlöslichen Fraktion (Pellet) vor (Abb. 3.80 B). Im Western-Blot wurde
jeweils eine dominante Proteinbande mit einer apparenten Größe von 60 kDa nachgewiesen, die
gut mit dem anhand der cDNA kalkulierten Molekulargewicht von 59,4 kDa übereinstimmt.
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Das Enzym wurde unter denaturierenden Bedingungen aus dem Pellet solubilisiert und nach
erneuter Zentrifugation in der löslichen Fraktion (Uberstand) nachgewiesen (Abb. 3.80 C). Die
Esterase wurde mit Hilfe des Af initäts-tags aus dem Uberstand gereinigt und anschließend
renaturiert, um aktives, lösliches Enzym zu erhalten (s. 2.5.4.2). Für die Rückfaltung der Esterase
wurden unterschiedliche Rückfaltungsbedingungen untersucht. Die Auswahl der Bedingungen
erfolgte auf Basis publizierter Methoden für die erfolgreiche Renaturierung einer Lipase und
weiterer hydrolytischer Enzyme. Dabei wurden der Puffer, die Ionenstärke des Puffers, das
Redoxagens und die Rückfaltungsadditive variiert. Insgesamt wurden vier verschiedene Systeme
für die Rückfaltung untersucht (Tab. 3.15).

Tabelle 3.15: Übersicht über die getesteten Rückfaltungspuffer

Puffer Aa Puffer Bb Puffer Cc Puffer Dd

20 mM Tris-HCl pH 9 20mM Tris-HCl pH 8 20mM Tris-HCl pH 8 50mM HEPES pH 7,5
35 % Glycerol 10mM CaCl2 10mM CaCl2 1500mM Sorbitol

600 mM Harnstoff 1mM EDTA 1mM EDTA 1mM TCEP
2,5mM 2:1 GSSG/GSH 600mM Harnstoff 24mM NaCl

80 mM FAD 35% Glycerol 1mM KCl
1 mM DTT

aRückfaltungspuffer für eine Arylalkoholoxidase nach Ruiz-Dueñas et al. 2006
bRückfaltungspuffer für eine Lipase aus Pleurotus sapidus nach Krügener et al. 2009
cverändert nach Krügener et al. 2009, mit chaotropen Reagzien
dKieper et al. 2010

Die solubilisierten Enzyme wurden für die Rückfaltung blitzartig 1:10 bzw. 1:50 in die ver-
wendeten Puffer verdünnt. Die Rückfaltung erfolgte unter den in Tabelle 3.16 dargestellten
Bedingungen.

Tabelle 3.16: Rückfaltungsbedingungen für die heterolog exprimierte Esterase

Puffer A Puffer B Puffer C Puffer D

16 °C 4 °C 4 °C 10 °C/RT
10 Tage 10 Tage 10 Tage 2 Tage

Uber einen Zeitraum von bis zu 10 Tagen wurde täglich die Enzymaktivität mittels Esterase-
bzw. Titrationsassay überprüft (s. 2.6.10, 2.6.12). Uber den gesamten Zeitraum wurde keine
Enzymaktivität nachgewiesen. Mit allen untersuchten Systemen konnte die Aggregationskinetik
nicht in Richtung der Faltungskinetik verschoben werden.
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4 Diskussion

Enzyme werden von der Industrie bereits in vielen Bereichen genutzt. Allerdings wird in der
Natur eine große Zahl nicht charakterisierter Enzyme vermutet, die in technischenApplikationen
verwendet werden könnten. Im Fokus der Forschung stehen insbesondere höhere Pilze wie die
Basidiomyceten. Das Phylum der Basidiomyceten umfasst rund 31.500 Arten (Kirk et al. 2008).
Zu ihnen gehören die Weiß- und Braunfäulepilze, die als Destruenten die polymeren Strukturen
der Lignocellulosen abbauen, um Nährstoffe zu erschließen (Müller und Löf ler 1992). Hierfür
besitzen sie ein breites Repertoire extrazellulärer Enzyme. Daher sind insbesondere Weiß- und
Braunfäulepilze als neuartige Quelle für extrazelluläre hydrolytische und oxidative Enzyme zum
Aufschluss ligni izierter Biomaterialien von besonderem Interesse (Rajarathnam et al. 1998).
Der Einsatz von Enzymen reduziert aufgrund der Substrat- und Regiospezi ität der verwende-
ten Enzyme unerwünschte Nebenreaktionen (Longo und Sanromán 2006). Biotechnologischer
Anwendungen können emissionsreiche, umweltschädliche chemische Verfahren ersetzen. Appli-
kationsfelder für neuartige Enzyme inden sich vor allem in Naturstoff orientierten Industrien,
wie bei der Lebensmittel-, Waschmittel-, Kosmetik- und Pharmaindustrie. So sollen beispiels-
weise mit Hilfe von lignocellulolytischen Enzymen die chemisch inerten Lignine sowie Gemische
ausCelluloseundHemicellulose für dieGewinnungvonAromastoffen, Pigmenten, Biokraftstoffen
sowie pharmazeutischenWirkstoffen genutztwerden (Himmel et al. 2007,MendonçaMaciel et al.
2010). Ein kontrollierter Aufschluss von Lignocellulosen im Rahmen von Bioraf ineriekonzepten
kann dazu beitragen, den Verbrauch an fossilen Energieträgern wesentlich zu reduzieren und
damit zugleich die Emission von Treibhausgasen zu vermindern (Herrera 2004). Die Verfügbar-
keit geeigneter Enzymsysteme ist dabei die Voraussetzung für einen ef izienten enzymatischen
Aufschluss von Lignocellulosen. Daher wurden in dieser Arbeit mehrere lignocellulolytische
Enzyme ausPleurotus sapidus kloniert und heterolog exprimiert. Die Auswahl geeigneter Enzyme
erfolgte auf Grundlage von Untersuchungen des Sekretoms (Schüttmann 2011).
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4.1 Pleurotus sapidus

Pleurotus sapidus ist ein holzbesiedelnder Basidiomycet (Ständerpilz) aus der Familie der
Pleurotaceae (Seitlinge). Er ist ein naher Verwandter des Austernseitlings Pleurotus ostreatus,
der als Speisepilz geschätzt wird. Diese Pilze gehören zu den Weißfäulepilzen und sind in der
Lage, mit ihrer Ausstattung sekretierter Enzyme alle Bestandteile von Zellwänden abzubauen.
Verholzte Zellwände bestehen vorwiegend aus Cellulose, Hemicellulose und Lignin. Weißfäule-
pilze bauen insbesondere den bräunlichen Ligninanteil ab, wobei die weißlichen Polysaccharide
Cellulose und Hemicellulose zurückbleiben, die dieser Fäulnis den Namen

”
Weißfäule“ geben

(Blanchette 1991). Weißfäulepilze sind die ef izientesten Lignindestruenten und sind in der Lage
das komplexe Polymer vollständig abzubauen (Rajarathnam et al. 1998).
Im Sekretom von Pleurotus sapidus wurden zahlreiche am Lignocelluloseaufschluss beteiligte
Enzyme identi iziert. Unter anderem wurden Cellulasen, Hemicellulasen, Peptidasen, Esterasen,
Laccasen und insbesondere Peroxidasen vom Pilz in das Kulturmedium sekretiert (Zorn et al.
2005a). Ein umfassendes Verständnis der qualitativen und quantitativen Zusammensetzung
des Pilzsekretoms sowie des synergistischen Zusammenwirkens der Enzyme ermöglicht die
Entwicklung optimierter

”
Enzym-Cocktails“ für die Weiße Biotechnologie (Bouws et al. 2008).

Pleurotus sapidus wächst natürlicherweise auf festen, unbeweglichen Substraten, lässt sich aber
auch gut submers kultivieren (Peters 2004). Pleurotus-Spezies sind in der Lage, eine Vielzahl
von Kohlenstoffquellen – wie Weizenstroh (Mata und Savoie 1998), Erdnussschalen (Zorn et al.
2005a), Kaffeepulpe (Rolz et al. 1988) oder Bananen-Pseudostämme (Ghosh et al. 1998) – zu
verwerten. Sie sekretieren je nach Substrat unterschiedliche Enzymaktivitäten (Bouws et al.
2008, Linke et al. 2005b, Peters 2004, Zorn et al. 2005a) und besitzen daher ein großes Potential,
Enzyme mit neuartigen biosynthetischen bzw. biodegradativen Funktionen zu bilden.
Da verschiedene Oxidoreduktasen die Grundlage für einen effektiven Aufschluss von Lignocellu-
losen bilden, wurde die cDNA einer Arylalkoholoxidase kloniert, die im Sekretom nachgewiesen
wurde.
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4.2 Arylalkoholoxidase

Die klonierte cDNA der Arylalkoholoxidase hat eine Größe von 1782 Basenpaaren, die ein
Protein aus 593 Aminosäuren codiert. Das berechnete Molekulargewicht des Proteins beträgt
63,6 kDa und entspricht damit dem über SDS-PAGE bestimmten apparenten Molekulargewicht
von 63 kDa (Abb. 3.22). Auf Ebene der Aminosäuresequenz zeigt das Enzym eine Identität
von 95% zu dem homologen Protein aus Pleurotus eryngii. Nicht alle massenspektrometrisch
generierten Peptidsequenzen (Tab. 3.1), die Arylalkoholoxidasen zugeordnet wurden, sind in der
Aminosäuresequenz der Arylalkoholoxidase enthalten (Abb. 3.9). Daher könnten noch weitere
Enzyme dieser Klasse zum Sekretom des Pilzes gehören.
Arylalkoholoxidasen (AAO, EC 1.1.3.7) sind sekretierte monomere Enzyme und gehören zur
Familie der GMC-Oxidasen (Glucose/Methanol/Cholin-Oxidasen) mit nicht kovalent gebunde-
nem FAD als Cofaktor (Hefti et al. 2003, Sannia et al. 1991). Die Enzyme besitzten zwei Domä-
nen: die N-terminale FAD-Bindungsdomäne und die C-terminale Substrat-Bindungsdomäne
(Varela et al. 1999). Arylalkoholoxidasen ausWeißfäulepilzen sind amAbbau von Lignin beteiligt.
Sie katalysieren die Zwei-Elektronen-Oxidation von aromatischen und aliphatischen, mehrfach
ungesättigten primären Alkoholen, wie z.B. 2,4-Hexadien-1-ol zu ihren korrespondierenden
Aldehyden und reduzieren gleichzeitig O2 zu H2O2 (Ferreira et al. 2005, Guillén et al. 1992). Das
extrazellulär produzierte H2O2 ist als oxidierendes Cosubstrat für den Peroxidase-katalysierten
Abbau von Lignocellulosen zwingend erforderlich (Ruiz-Dueñas und Martı́nez 2009). Daneben
ist H2O2 ein Vorläufer des hochreaktiven Hydroxylradikals, das in der Lage ist, Lignin und
Polysaccharide direkt oxidativ zu spalten (Guillén et al. 2000). In der Natur wird die kontinu-
ierliche Bereitstellung von H2O2 durch einen Redoxzyklus unter Beteiligung von intrazellulären
Dehydrogenasen gewährleistet, die die entstandenen Aldehyde zu Alkoholen reduzieren (Guillén
und Evans 1994).
Die ersten Sequenzen von Arylalkoholoxidasen, die publiziert wurden, stammten aus den Pleu-
roten Pleurotus eryngii und Pleurotus pulmonarius (Varela et al. 1999, 2000a). Die Gene sind in
beiden Organismen sehr ähnlich und zeigen auf der Aminosäureebene eine Identität von 95%.
Ein Vergleich mit anderen Oxidoreduktasen zeigte gemeinsame Motive sowohl im Bereich des
N-Terminus als auch im C-Terminus, die mit der FAD-Bindungsregion bzw. mit dem aktiven
Zentrum korrespondieren. Inzwischen wurden Arylalkoholoxidasen in verschiedenen anderen
Weißfäulepilzen – darunter weitere Pleurotusarten, Bjerkandera adusta und Phanerochaete
chrysosporium – sowie in einigen Braunfäulepilzen und Ascomyceten gefunden (Ferreira et al.
2005, Hernández-Ortega et al. 2012a, Varela et al. 2001). Die Zahl steigt stetig an, seit mit
zunehmendem Interesse an der Bioraf inerietechnologie verschiedene Basidiomycetengenome
im DOE (Joint Genome Institute) (http://www.jgi.doe.gov) sequenziert wurden.
Die Kristallstruktur der in E. coli exprimierten Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii (Fernán-
dez et al. 2009) zeigt 33% Identität zu der Glucoseoxidase aus Aspergillus niger (Varela et al.
2000b), der ersten GMC-Oxidoreduktase, deren Struktur aufgeklärt wurde.
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4.2.1 Sequenz- und modellorien erte Analyse der AAO-Sequenz

Für die heterologe Expression der Arylalkoholoxidase wurde die aus der cDNA-Sequenz abge-
leitete Aminosäuresequenz zunächst bioinformatisch analysiert. Dabei wurdemittels SignalP 4.1
für die Arylalkoholoxidase aus P. sapidus ein Singalpeptid mit einer Länge von 21 Aminosäuren
vorhergesagt. Für die reifen Arylalkoholoxidasen der eng verwandten Pilze Pleurotus eryngii
und Pleurotus pulmonarius wiesen Varela et al. (1999, 2000a) durch N-terminale Sequenzie-
rung der reifen Enzyme ein Signalpeptid mit einer Länge von 27 Aminosäuren nach. Sannia
et al. (1991) identi izierten mittels Edman-Abbau für eine Veratrylalkoholoxidase aus Pleurotus
ostreatus zwei überlappende Sequenzen als N-Termini (LPTADFDYIVV… bzw. ADFDYIVV…) und
somit ein Signalpeptid mit einer Länge von 24 bzw. 27 Aminosäuren. Mit der Version 4.1 von
SignalP wird gegenüber den Vorgängerversionen eine höhere Sensitivität bei der Vorhersage von
Signalsequenzen erreicht (Bendtsen et al. 2004, Nielsen et al. 1997), dennoch scheint sie für die
Vorhersage der Spaltstellen bei Basidiomyceten nur bedingt geeignet. So wurde für eine polyva-
lente Peroxidase aus Pleurotus eryngii (Scheibner 2006) und auch bei einer Xanthophyllesterase
aus Pleurotus sapidus (Bouws 2007) mittels Edman-Abbau ein anderer N-Terminus der reifen
Enzyme ermittelt als mit SignalP berechnet. Bei Sekretomanalysen von Pleurotus sapidus wurde
u.a. ein Peptidmit der SequenzLPTADFDYLVVGAGNAGNVVAAR ermittelt, das derArylalkoholoxidase
zugeordnet wurde (Abb. 3.9). Aufgrund dieser Daten und der Literatur wurde postuliert, dass die
Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidus vor dem Leucin prozessiert wird und das Enzym ein
Signalpeptid mit einer Länge von 24 Aminosäuren besitzt.
Ruiz-Dueñas et al. (2006) und Varela et al. (2001) zeigten, dass die heterologe Expression der
AAO-Sequenz aus P. eryngii mit und ohne Signalsequenz im Ascomyceten Aspergillus nidulans
zu einem extrazellulären, aktiven Enzym führte. Die Bedeutung einer Signalsequenz für die
Expressionsrate und die Enzymaktivität kann noch nicht vorhergesagt werden. Daher wurde
sowohl die vollständige Sequenz als auch die Sequenz des gereiften Enzyms ohne die potentielle
Signalsequenz (AS 1-24) in E. coli exprimiert.
ZurBerechnungdes Strukturmodells (Abb. 3.11)dientedie vonFernández et al. (2009)bestimmte
Röntgenkristallstruktur der rekombinanten Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii (PDB-ID
3FIM). Die katalytischen Restewurden auch in der Sequenz der Arylalkoholoxidase aus Pleurotus
sapidus identi iziert (Abb. 3.10).
Die N-terminalen Strukturen beider Enzyme entsprechen auf Ebene der Primärsequenz einem
konservierten GMC-Motiv, dem β-α-β-ADP-Bindemotiv, das an der FAD-Bindung beteiligt ist
(Varela et al. 1999, Wierenga et al. 1986). Das FAD interagiert nicht-kovalent über Wasser-
stof brückenbindungen vorwiegend zu den NH- und CO-Gruppen der Hauptkette des Enzyms
(Fernández et al. 2009). Die Kristallstruktur der Arylalkoholoxidase zeigt einen trichterförmigen
Kanal, über den das Lösungsmittel mit dem Flavin Cofaktor in Verbindung steht (Abb. 3.11).
Im Gegensatz dazu liegt das aktive Zentrum bei der Glucoseoxidase lösungsmittelexponiert vor.
Die Substratbindungsdomäne und das aktive Zentrum liegen im Bereich des C-Terminus. Die
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Substratdiffusion wird bei der Arylalkoholoxidase von Pleurotus eryngii durch drei aromatische
Aminosäurereste – Y92, F397 und F501 – eingeschränkt, die einen

”
Flaschenhals“ bilden und

den freien Zugang zum aktiven Zentrum limitieren (Fernández et al. 2009). Die Substratspezi ität
wird so durch einen Größenausschlussmechanismus kontrolliert. Docking-Studien anhand der
Kristallstruktur zeigten, dass sekundäre Alkohole aufgrund des F501 nicht ef izient gebunden
werden können (Hernández-Ortega et al. 2012b). Ein schmaler Spalt am Boden der Substrat-
bindetasche des aktiven Zentrums beschränkt große Substrate auf die C1-Position (Hernández-
Ortega et al. 2012a).
Die Kristallstrukturen verschiedener Arylalkoholoxidasen zeigen, dass diese ein hochkonser-
viertes aktives Zentrum besitzen. Dies legt einen ähnlichen Katalysemechanismus nahe, der
für die Arylalkoholoxidase während der letzten Jahre intensiv diskutiert wurde (Ferreira et al.
2005, 2009, Guillén et al. 1992, Hernández-Ortega et al. 2012a, Varela et al. 2000b). Der
Reaktionsmechanismus der Arylalkoholoxidasen umfasst zwei Halbreaktionen, die bezogen auf
das FAD als reduzierend bzw. oxidierend bezeichnet werden (Abb. 4.1).
In der reduzierenden Halbreaktion wird der Substratalkohol zum Aldehyd oxidiert (Abb. 4.1
oben). Dabei wird das Proton der Hydroxyl-Gruppe des Substratalkohols auf ein Histidin über-
tragen, das als katalytische Base wirkt. Die Abstraktion des Protons ist eng gekoppelt mit der
Ubertragung eines Hydridions vom C1-Atom des Substratalkohols auf das N5 des Flavins und
geht diesem voraus (Hernández-Ortega et al. 2011a). Die Ubertragung des Hydridions durch die
Arylalkoholoxidase erfolgt stereoselektiv (Hernández-Ortega et al. 2012b). Bei Arylalkoholoxida-
sen und Glucoseoxidasen sind im Gegensatz zu anderen Mitgliedern der GMC-Oxidoreduktase
Superfamilie zwei Histidinreste hoch konserviert, die in der Nähe des Isoalloxazinringes lokali-
siert sind (bei anderenMitgliedern His/Asn). Beide Histidine sind für die Bindung und Oxidation
des Substrates wichtig (Wongnate und Chaiyen 2013). Dies wurde bereits 2006 von Ferreira
et al. durch zielgerichtete Mutagenese gezeigt. Welches Histidin (H502 bzw. H546) die Rolle
der katalytischen Base einnimmt, wurde lange diskutiert. Hernández-Ortega et al. (2012c)
identi iziertenH502 als katalytischeBase. H546, das sich ein Protonmit dembenachbartemE389
teilt, ist an der Alkoholbindung im aktiven Zentrum beteiligt. Das katalytische H502 ist unter den
Mitgliedern der GMC-Superfamilie hoch konserviert.
Die oxidierende Halbreaktion regeneriert den FAD-Cofaktor und schließt den katalytischen
Zyklus der Arylalkoholoxidase ab (Abb. 4.1 unten). In dieser Halbreaktion wird O2 zu H2O2
reduziert. Dies geschieht ebenfalls im aktiven Zentrum – im Bereich der Seitenketten der
Histidine 502 und 546 – wobei H502 signi ikant an der Reduktion von O2 beteiligt ist. Dabei
wird O2 mit Hilfe von F501 im Bereich des N5-C4a des Flavins positioniert (Hernández-Ortega
et al. 2011b). Dann erfolgt die Ubertragung des Protons von H502 auf O2. Dies fördert den
Transfer eines Elektrons vom Flavin, wodurch ein protoniertes Superoxidradikal entsteht. Durch
die Ubertragung eines zweiten Elektrons vom Flavin und des Protons von N5wird H2O2 gebildet.
Nach Abschluss der Reaktion liegt das Flavin wieder reoxidiert und H502 unprotoniert vor
(Hernández-Ortega et al. 2012c).
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Abbildung 4.1: Postulierter Reak onsmechanismus der Arylalkoholoxidase mit den poten ell kataly schen
Aminosäuren, nach Hernández-Ortega et al. (2012c)

Arylalkoholoxidasen zeigen daneben Aktivität gegenüber dem aromatischen Aldehyd. Diese Akti-
vität liegt jedoch deutlich unter der Aktivität gegenüber dem entsprechenden Alkohol (Ferreira
et al. 2010, Guillén et al. 1992). Das Reaktionsschema für die Umsetzung von aromatischen
Substraten ist in Abbildung 4.2 dargestellt.

gem-Diol SäureAldehyd

AldehydAlkohol

Abbildung 4.2: A – Umsetzung primärer, aroma scher Alkohole zu den korrespondierenden Aldehyden und
B – Umsetzung aroma scher Aldehyde zu ihren korrespondierenden Säuren durch die Arylalko-
holoxidase, nach Hernández-Ortega et al. (2012a)

178



Diskussion

4.2.2 Heterologe Expression der Arylalkoholoxidase in E. coli

Die Arylalkoholoxidase sollte im Bakterium E. coli heterolog exprimiert werden. Escherichia coli
ist aufgrund seiner einfachen Handhabung, kostengünstiger Wachstumsbedingungen und einer
hohen Proteinausbeute einer der bedeutendsten Expressionswirte (Jhamb und Sahoo 2012).
Jedoch werden rekombinante Proteine, insbesondere wenn sie einen eukaryotischen Ursprung
haben, in prokaryotischen Wirten häu ig inaktiv und unlöslich produziert, was vor allem auf
die fehlende Kompartimentierung der prokaryotischen Zellen zurückzuführen ist. Posttransla-
tionale Modi ikationen wie beispielsweise Glykosylierungen sind in Bakterien nicht möglich.
Darüber hinauswirkt das bakterielle Cytoplasma reduzierend, wodurch eine Bildung von nativen
Disul idbrücken durch vorhandene Cysteinreste nicht möglich ist (Fink 1998, Jhamb und Sahoo
2012, Kapust und Waugh 1999). In E. coli exprimierte Proteine liegen daher oft intrazellulär
in Einschlusskörpern, den sogenannten inclusion bodies, vor. Dabei handelt es sich um große
Aggregate falsch gefalteter Proteine bzw. Faltungsintermediate, die sich im Cytoplasma, teilweise
auch imPeriplasma ablagern (Bowden et al. 1991). Bei der Ausbildung der unlöslichenAggregate
spielen die Ladungsverteilung, Anzahl der Cysteine und Proline sowie die Hydrophobizität der
Proteine eine große Rolle (Wilkinson und Harrison 1991).

4.2.3 Expression der Arylalkoholoxidase mit His-tag

Oxidoreduktasen aus Pilzen wurden bereits mit ihrer nativen cDNA-Sequenz erfolgreich hetero-
log in E. coli exprimiert (Ichinose et al. 2002, Kotik et al. 2004, Ruiz-Dueñas et al. 2006). Daher
wurde die Arylalkoholoxidase zunächst ohne Anpassung der codon usage mit N-terminalem
His6-tag exprimiert. Dabei wurde eine Uberexpression des Enzyms erreicht, allerdings akkumu-
lierte die Arylalkoholoxidase in der unlöslichen Fraktion in Formvon inclusion bodies. Dieswurde
auch für andere rekombinant in E. coli produzierte Flavoenzyme beschrieben (Connaris et al.
1999,Witt et al. 1998). Die cDNA-Sequenzwurde an die codon usage des Expressionsorganismus
E. coliB angepasst, um eine korrekte Translation in E. coli zu gewährleisten. Die Adaptation der
Sequenz an den Expressionsorganismus führte zu einer Steigerung des Expressionslevels und
einer deutlich höheren Proteinausbeute. Dabei sammelte sich das Enzym weiterhin in inclusion
bodies in den Zellen an.
Da die Produktion des Proteins zu inclusion bodies führte, wurden verschiedene Strategien
verfolgt, umaktives Enzymzu erhalten. Zumeinenwurde versucht das Protein durchRückfaltung
in seine native 3D-Struktur zu überführen, zum anderen wurde versucht der Bildung von
inclusion bodies entgegenzuwirken und direkt in vivo lösliches, aktives Protein zu produzieren.
Die Produktion von Einschlusskörpern kann auch Vorteile haben. Für die Produktion großer
Proteinmengen im industriellen Maßstab ist die Rückfaltung allerdings weniger geeignet, da
diese zeit- und kostenintensiv ist (Jungbauer und Kaar 2007, Singh und Panda 2005). Daher
wurden zunächst Methoden für die Produktion löslicher Arylalkoholoxidase in vivo überprüft
(Abb. 4.3).
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Expression als
Fusionsprotein

Expression bei
niedrigen Temperaturen

Co-Expression
von Chaperonen

Optimierung
der Codons

Änderung der
Redox-Umgebung

Strategien
zur Vermeidung
der Bildung von 
inclusion bodies

Abbildung 4.3: Bekannte Strategien zur Vermeidung der Bildung von inclusion bodies bei der heterologen
Expression von Proteinen in E. coli (verändert nach Basu et al. 2011)

Eine gebräuchliche Methode zur Erhöhung der Löslichkeit rekombinanter Proteine in E. coli
ist die Fusion mit einem Protein, das die Löslichkeit des Fusionspartners erhöhen kann (Basu
et al. 2011, Schein 1991). Im Idealfall wird das

”
Passagierprotein“ bei der Expression korrekt

gefaltet und ist auch nach Abspaltung durch eine geeignete Protease löslich und aktiv. Eine
weitere Möglichkeit, die Löslichkeit rekombinanter Proteine zu erhöhen, ist die Verringerung
der Proteinsyntheserate durch die Expression bei niedrigen Temperaturen. Außerdem könnte
die Produktion von aktivem Enzym durch eine Koexpression mit Chaperonen (

”
Faltungshelfer“)

erfolgen, die eine korrekte Faltung des Enzyms unterstützen (Buchner et al. 1991, Rudolph und
Lilie 1996). Da Bakterien keine Möglichkeit zur posttranslationalen Modi ikation von Enzymen
besitzen, wäre die Verwendung eines eukaryotischen Expressionsorganimus eine Alternative.

4.2.4 Expression als Fusionsprotein mit demMaltose-Bindeprotein (MBP)

Von verschiedenen Protein-tags ist bekannt, dass sie die Löslichkeit des Fusionspartners bei der
Expression in E. coli erhöhen und die korrekte Faltung in seine biologisch aktive Konformation
fördern (Waugh 2005). Zu diesen gehören beispielsweise MBP (maltose binding protein), NusA
(N utilization substance A), GST (Glutathion-S-Transferase) und Thioredoxin. In Bezug auf seine
löslichkeitsfördernden Eigenschaften ist MBP vergleichbar mit Thioredoxin und deutlich effek-
tiver als GST und NusA (Terpe 2007). Das Maltose-Bindeprotein (40 kDa) scheint in Bezug auf
seinen Fusionspartner als allgemeines molekulares Chaperon zu fungieren (Kapust und Waugh
1999). Zahlreiche Beispiele für die löslichkeitsfördernde Wirkung von MBP inden sich in der
Literatur (Eliseev et al. 2004, Goh et al. 2003, Smyth et al. 2003). Die Arylalkoholoxidase wurde
N-terminal mit MBP fusioniert und in E. coli K12TB1 Zellen exprimiert.
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Während das Fusionsprotein bei der Expressionmit demVektor pMAL-p4X über ein Signalpeptid
in den periplasmatischen Raum transportiert wurde, verblieb es bei der Expression mit dem
Vektor pMAL-c4X im Cytoplasma. Bei beiden Expressionssystemen wurde mittels SDS-PAGE
eine Uberexpression des Zielproteins nachgewiesen (Abb. 3.15). Ohne die Lokalisationssequenz
wurde das Fusionsprotein allerdings teilweise gespalten, da daneben sowohl die Arylalkoholoxi-
dase als auchdasMBPunfusioniert vorlagen. DieUberproduktiondes Zielproteins imCytoplasma
führte zu einer geringeren Kulturdichte. Dies deutet auf eine cytotoxische Wirkung des Enzyms
hin. Bei der Expression mit der malE-Sequenz dominierte die Bande für das unfusionierte
MBP. Dies kann auf einen vorzeitigen Abbruch der Translation oder auf E. coli eigene Proteasen
zurückzuführen sein, die das Fusionsprotein spalten bzw. abbauen können. Im Periplasma
scheint hauptsächlich ein Abbau des Fusionsproteins stattzu inden, wohingegen im Cytoplasma
die Spaltung des Proteins dominiert. Dies lässt sich durch die unterschiedlichen Bedingungen
und Proteinzusammensetzung des Cytoplasmas und des periplasmatischen Raumes erklären.
Bei beiden Systemen wurde das Fusionsprotein nach dem Zellaufschluss ausschließlich in der
unlöslichen Fraktion nachgewiesen.
Bei der Expression mit Hilfe des proteasede izienten Stammes BL21(DE3) wurde das Protein
cytoplasmatisch als stabiles Fusionsprotein exprimiert. Dennoch wurde eine geringe Menge des
Proteins in die beiden Fusionspartner gespalten. Durch die Fusion mit dem MBP wurde die
Löslichkeit des Enzyms geringfügig erhöht (Abb. 3.16). Bei der FusionmitMBPmuss das tag zum
Erhalt der Aktivität zwingend abgespaltenwerden (Terpe 2007). Nach einer Abspaltung desMBP
vom Fusionsprotein durch Faktor Xa wies die so gewonnene Arylalkoholoxidase keine Aktivität
auf. Das Enzym wurde vermutlich nicht in eine aktive Form gefaltet.
Die periplasmatischeExpression indiesenZellen führtenicht zurBildungdesFusionsproteins. Im
Cytosol und im Periplasma wurden weder das Protein noch seine Abbauprodukte nachgewiesen.
Die beiden Expressionskonstrukte unterscheiden sich nur hinsichtlich des Signalpeptides, daher
ist davon auszugehen, dass die Expression in diesem Stammreprimiertwird, da bei der Sekretion
Probleme auftreten.

4.2.5 Expression bei niedrigen Temperaturen

Eine andere Methode zur Erhöhung der Löslichkeit rekombinanter Proteine ist die Erniedrigung
der Temperatur, bei der das Zielprotein gebildet wird, auch wenn dies nicht immer effektiv ist
(Schein 1989). Dabei führt eine niedrigere Wachstumstemperatur aufgrund einer langsameren
Proteinsyntheserate häu ig dazu, dass die Bildung von inclusion bodies vermindert wird. Eine
verringerte Proteinsyntheserate bedeutet einen geringeren Zellstress und die Aggregationen
und hydrophobe Interaktionen zwischen neu gebildeten Polypeptidketten werden verringert
(Fink 1998, Shirano und Shibata 1990, Weickert et al. 1996). Die korrekte Faltung wird von
der Proteinsynthese-, der Faltungs- und der Aggregationsrate bestimmt. Die Beein lussung jedes
dieser Prozesse kann die korrekte Faltung fördern (Kie haber et al. 1991).
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Daher wurde die Arylalkoholoxidase als MBP-Fusionsprotein zusätzlich bei 20 °C exprimiert
(Southworth et al. 1996), wodurch jedoch keine Verbesserung der Löslichkeit erreicht wurde.
Danebenwurde für die Proteinexpression bei niedrigenTemperaturen in dieserArbeit der Vektor
pCold I verwendet. Dabei handelt es sich um einen Vektor aus der Reihe der pCold-Vektoren, bei
denen die Proteinexpression unter der Kontrolle des Kälteschock-Promotors cspA steht (Mujacic
et al. 1999, Qing et al. 2004). Auf diese Weise wurden bereits verschiedene Oxidoreduktasen
aus Basidiomyceten funktionell exprimiert, wie die Pyranoseoxidase aus Trametes multicolor
(Spadiut et al. 2010) oder die DyP-TyP Peroxidase MsP2 aus Mycetinis scorodonius (Zelena
et al. 2011). Der cspA-Promotor ermöglicht eine ef iziente Produktion rekombinanter Proteine
bei niedrigeren Temperaturen, wobei die Menge des gebildeten rekombinanten Proteins gegen-
über den Wirtsproteinen erhöht wird. Das Kälteschockregulatorprotein CspA selbst hat eine
Schutzfunktion, bei der die Aggregation durch die Bindung entfalteter Proteine verhindert wird.
Kälteschockproteine fungieren bei tieferen Temperaturen als Chaperon und erfüllen die gleiche
Funktion wie die Hitzeschockproteine. Sie dienen zur besseren Faltung und können somit die
Löslichkeit des Proteins erhöhen (Antson et al. 1996, Cole 1996, Weissman et al. 1996).
Mit Hilfe des verwendeten Systems wurde eine Uberexpression der Arylalkoholoxidase erreicht,
dennoch wurde durch Kultivierung bei niedrigen Temperaturen alleine die Löslichkeit des
Enzyms nicht erhöht (Abb. 3.17).

4.2.6 Koexpression mit Chaperonen

Eine andere Möglichkeit direkt in vivo lösliche und aktive Arylalkoholoxidase zu produzieren
und die Bildung von inclusion bodies zu verhindern, ist eine Koexpression mit Chaperonen. Dafür
vertreibt TaKaRa Bio inc. ein Set mit Plasmiden (s. 2.1.5), die eine Koexpression von Chaperonen
in E. coli ermöglichen.
Chaperone sind in der Lage, Proteine bei ihrer Faltung zu unterstützen. Die meisten Proteine
kommennur in zwei Zuständen vor, sie sind entweder gefaltet (N1) oder ungefaltet (U2), das heißt
aber nicht, dass es keine partiell gefalteten Ubergangszustände gibt. Diese sind jedoch deutlich
weniger stabil und damit sehr kurzlebig. Eine Ausnahme ist die sogenannte molten globule-
Konformation, die einige Proteine einnehmen können. Dieser Zustand kann entweder als ein
dritter Zustand oder eine Variante des ungefalteten Zustands betrachtet werden. In der lebenden
Zelle wird die rasche und genaue Faltung durch faltungsakzessorische Proteine (sogenannte Cha-
perone) unterstützt. Die Chaperone binden vorübergehend spezi isch an Faltungsintermediate
und konkurrieren somit direktmit denAggregationsreaktionen (Fink 1998). Damit sind sie in der
Lage, Proteine bei ihrer Faltung zu unterstützen. Sie können Faltungsintermediate stabilisieren
oder auch aggregierte Proteine und kinetisch gefangene Faltungsintermediate wieder entfalten
und so einen neuen Faltungsvorgang ermöglichen.

1native
2unfolded
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Abbildung 4.4: Schema sches Diagramm für die Faltungsenergie eines Proteins. Die ungefalteten Moleküle an
der Oberseite des Trichters können die energieärmste, na ve Konforma on über verschiedene
Wege erreichen. Der Faltungstrichter besitzt viele lokale Minima, in die das Protein hineinfallen
kann. Einige dieser Minima stellen Übergangszustände (Faltungsintermediate) dar, andere
repräsen eren bereits rela v stabile, kompakte Strukturen

”
molten globule“. Andere nehmen

falsche Konforma onen ein, da das lokale Minimum eine
”
kine sche Falle“ darstellt. Für

Proteine, die im Wesentlichen nur die zwei Konforma onen (N bzw. U) einnehmen ist die
Oberfläche des Tunnels gla (verändert nach Schultz 2000)

Der Erfolg der Chaperon-Koexpression hängt von der relativen Af inität des Chaperonsystems zu
dem zu faltenden Intermediat und der Faltungs- und Aggregationskinetik des Proteins ab. Eine
VorhersagederAf inität bestimmterChaperone zu einemProtein ist nichtmöglich (Schlieker et al.
2002), daher muss experimentell bestimmt werden, welche der Chaperonkombinationen für ein
bestimmtes Protein wirksam sind (Marco und Marco 2004). Außerdem ist eine Feinabstimmung
der Expression von Chaperon und Zielprotein notwendig, um die Löslichkeit von aggregationsan-
fälligen Proteinen zu verbessern (Jhamb und Sahoo 2012).
Eine Erhöhung der Löslichkeit wurde durch die Koexpression von Chaperonen bereits mehrfach
dokumentiert (Nishihara et al. 2000, Sonoda et al. 2010, Wang et al. 2012). Auch Enzyme aus
Basidiomyceten wurden bereits auf diese Weise funktionell exprimiert, darunter auch verschie-
dene Oxidoreduktasen, wie Lipoxygenasen aus verschiedenen Pleurotus-Arten (Leonhardt et al.
2013) oder die Valencendioxygenase aus Pleurotus sapidus (Zelena et al. 2012). Daher wurde
versucht, durch die Koexpression von Chaperonen lösliche und aktive Arylalkoholoxidase zu
produzieren. Für die Erhöhung der Löslichkeit des rekombinanten Enzyms wurden im Rahmen
dieser Arbeit drei unterschiedliche Chaperonkombinationen getestet. Dabei fand die Expression
der Arylalkoholoxidase gemeinsam mit den Chaperonen GroEL/GroES oder dem Triggerfaktor
statt. Zusätzlich wurde die gleichzeitige Expression der zwei Chaperonsysteme (GroEL/GroES
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und Triggerfaktor) zusammen mit der Arylalkoholoxidase untersucht. Der Triggerfaktor (TF)
ist das am besten charakterisierte E. coli Chaperon. Dieses Chaperon ist an der Außenseite
der Ribosomen lokalisiert, jedoch zeigen neuere Untersuchungen, dass der Triggerfaktor auch
agieren kann, wenn er nicht mit dem Ribosom assoziiert ist (Hoffmann et al. 2010). TF bindet
kotranslational an die neu synthetisierten Polypeptidketten, verhindert dadurch unerwünschte
Interaktionen zwischen diesen und fördert die korrekte Faltung von Proteinen (Bukau et al.
2000). Im Gegensatz dazu ist das Hitzeschock Chaperon GroEL/GroES-System hauptsächlich
posttranslational an diesem Prozess beteiligt (Hoffmann et al. 2010). GroEL formt einen Zylinder,
der eine Polypeptidkette aufnehmen kann. GroES bindet als Deckel an GroEL und ermöglicht die
Neufaltung eines Proteins. Dieser Vorgang indet unter ATP-Verbrauch statt (Fenton et al. 1996).
Der GroEL/GroES-Komplex unterstützt die korrekte Faltung neu gebildeter Polypeptidketten,
minimiert durch die erneute Faltung von falsch gefalteten Proteinen die Aggregation und erhöht
dadurch die Löslichkeit des rekombinant gebildeten Proteins (Gasser et al. 2008). Daher kann es
in manchen Fällen sinnvoll sein, beide Chaperonsysteme gleichzeitig zu exprimieren (Nishihara
et al. 2000).
Unter den vom Hersteller vorgegebenen Anfangsbedingungen war eine Koexpression der Arylal-
koholoxidase mit den Chaperonen nicht möglich. Abhängig von den eingesetzten Induktormen-
gen wurde entweder nur das Chaperon oder nur die Arylalkoholoxidase exprimiert. Daher wur-
den die Expressionsbedingungen optimiert, wobei die Konzentrationen und der Zeitpunkt der
Zugabe der induzierenden Substanzen variiert wurden. Weiterhin wurde durch die Reduzierung
der Expressionstemperatur auf 10 °C die Produktbildungsrate stark verlangsamt. Eine Induk-
torkonzentration von 0,25mgmL−1 -Arabinose (pTF16 und pGro7) bzw. 5 ngmL−1 Tetracyclin
(pG-Tf2) zu 0,5mM IPTG erzielte das beste Verhältnis zwischen der Produktion der Chaperone
und des Zielenzyms.
Durch die Koexpression der Arylalkoholoxidase mit der Chaperonkombination GroEL-GroES-tig
bzw. mit GroEL-GroES alleine gelang es, die Menge an löslicher, aktiver Arylalkoholoxidase in
den Zellen zu erhöhen. Daraus wurde geschlossen, dass das Vorhandensein des GroEL/GroES-
Systems für die Faltung der rekombinantenArylalkoholoxidase in die lösliche Formentscheidend
ist. Allerdings lag immer noch ein großer Teil des Proteins in inclusion bodies vor. Daher bedarf
diese Methode weiterer Entwicklung, um die Menge aktiven Enzyms zu erhöhen.
Häu ig werden inclusion bodies gebildet, wenn ein Protein zu stark exprimiert wird. Die Verringe-
rung der Expressionstemperatur auf 10 °C und somit eine starke Erniedrigung der Proteinsynthe-
serate, führte zur Bildung der größtenMenge löslicher Arylalkoholoxidase. Daneben führen auch
oxidativer Stress oder zellschädigende Substanzen zu einer Anhäufung von Proteinaggregaten.
Die Bildung vonWasserstoffperoxid durch die lösliche aktive Arylalkoholoxidase, das für die Zelle
toxisch ist, kann folglich auch zur Eliminierung der Arylalkoholoxidase in inclusion bodies führen.
Ein weiteres Problem bei der Faltung der Arylalkoholoxidase könnte sein, dass die Af inität
der exprimierten Chaperone zu gering war, um die Proteinaggregation effektiv verhindern
zu können. Da die Wahl eines geeigneten Chaperons von der Af inität des Chaperons zum

184



Diskussion

Enzym abhängt, könnte weiterhin untersucht werden, ob die Löslichkeit der Arylalkoholoxidase
durch die Chaperone DnaK/DnaJ/GrpE alleine oder zusammen mit dem GroES/GroEL-System
verbessert wird.
In dieser Arbeit ist es durch mehrere Methoden gelungen, rekombinante Arylalkoholoxidase
aus E. coli in eine lösliche Form zu bringen. Allerdings war die Aktivität der produzierten
Arylalkoholoxidase niedrig, sodass eine weitere biochemische Charakterisierung nicht möglich
war.

4.2.7 Reinigung der in vivo produzierten löslichen Arylalkoholoxidase

Die lösliche Arylalkoholoxidase wurde mit einem His-tag produziert. Der Versuch, das Protein
anschließend über Ni2+-Af initätschromatographie zu reinigen zeigte, dass eine Reinigung der
heterolog exprimierten Arylalkoholoxidase über den tag nur begrenzt möglich war, da nur
sehr wenig Protein an das Säulenmaterial band. Die Reinigung von Proteinen über die IMAC
ist dann problematisch, wenn das Zielprotein lediglich in geringen Mengen produziert wird
und/oder reaktive Sauerstoffspezies generiert, da die Bildung von Ni2+-bindenden Proteinen
bei den meisten E. coli-Stämme durch oxidativen Stress induziert wird (Bolanos-Garcia und
Davies 2006). Für die Arylalkoholoxidase trifft beides zu. Nur ein geringer Teil liegt in löslicher,
aktiver Form vor. Zudem ist die AAO ein Wasserstoffperoxid produzierendes Flavoprotein. Die
aktive Arylalkoholoxidase verursacht höchstwahrscheinlich in der Zelle oxidativen Stress. E. coli
reagiert darauf mit der Bildung von Schutzproteinen, die häu ig eine große Zahl Histidine
enthalten und so ebenfalls an das Ni2+-Harz binden können. Dadurch kann es zu einer starken
Konkurrenz um die Bindungsstellen kommen. Daher band nur sehr wenig Enzym an das
Säulenmaterial. Somit war eine Anreicherung des Zielproteins einhergehendmit der Abtrennung
von Fremdprotein mittels Ni2+-Af initätschromatographie nicht möglich. Weiterhin besteht die
Möglichkeit, dass die Arylalkoholoxidase zwar in einer löslichen Form vorliegt, aber der His-tag
aufgrund der Faltungmaskiert ist und somit nichtmit denNickelionen an derMatrix interagieren
kann.

4.2.8 Nutzung eines eukaryo schen Wirtes für die rekombinante Expression

Die Wahl eines geeigneten Wirtes für die heterologe Expression ist direkt von den Eigenschaf-
ten des Zielproteins abhängig (Spadiut et al. 2010). Als Expressionswirt wurde daher neben
Escherichia coli auch die Hefe Hansenula polymorpha ausgewählt. Hansenula polymorpha gehört
zur Familie der Saccharomycetaceae und ist obligat aerob und thermotolerant. Für die hetero-
loge Proteinexpression ist Hansenula polymorpha wegen der strikten Regulation der starken
Promotoren (FMD, MOX, DHAS) und der Kultivierbarkeit zu hohen Zelldichten ein attraktiver
Organismus (Gellissen et al. 2005). Hansenula polymorpha ist ebenso wie der Quellorganismus
ein Eukaryont und besitzt im Gegensatz zu Bakterien die Möglichkeit der posttranslationalen
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Modi ikation. Ein wichtiger Aspekt der posttranslationalen Modi ikation ist die Glykosylierung.
Hansenula polymorpha besitzt die Fähigkeit Proteine sowohl durch N- als auch O-Glykosylierung
zumodi izieren (Gellissen2000, Irzykowska undWaśkiewicz 2014). Daher erhöht die Expression
in diesemWirt das Potential für die Produktion von löslichen, korrekt gefalteten Proteinen (Daly
und Hearn 2005).
Die codierende Sequenz der reifen Arylalkoholoxidase wurde mit der hefespezi ischen MFα-Prä-
prosequenz fusioniert und in Hansenula polymorpha exprimiert (Artes Biotechnology), wobei
das Enzym in den Kulturüberstand sezerniert werden sollte. Obwohl mit Hilfe des Konstruktes
die Arylalkoholoxidasemit einer Translokationssequenz verknüpft wurde, wurde im Kulturüber-
stand keine lösliche Arylalkoholoxidase nachgewiesen. Das Enzym wurde jedoch cytosolisch
exprimiert, wobei mehr als 50% der Arylalkoholoxidase in der löslichen Fraktion vorlagen.
Dennoch wurde in der löslichen Fraktion lediglich eine Aktivität von ca. 5 U L−1 nachgewiesen.
Dies deutet darauf hin, dass durch den Expressionswirt eine nicht native Faltung begünstigt bzw.
eine nicht gewünschte posttranslationale Modi ikation durchgeführt wurde.

4.2.9 Rückfaltung der Arylalkoholoxidase aus inclusion bodies

Mit den untersuchten Expressionsstrategien wurden keine ausreichenden Mengen löslicher,
aktiver Arylalkoholoxidase produziert, und das Enzym sammelte sich hauptsächlich in inclusion
bodies. Daher wurde überprüft, ob es eine Methode gibt, um das Protein aus inclusion bodies
in lösliches und aktives Protein zu überführen. Hierfür ist es meistens notwendig, denatu-
rierende und chaotrope Agenzien wie Harnstoff oder Guanidiniumchlorid zu verwenden, um
Protein-Protein-Wechselwirkungen zu lösen. Dies führt zu löslichem, jedoch denaturiertem
Protein. Um katalytisch aktives Protein zu erhalten, ist es erforderlich, das Protein durch
einen Rückfaltungsprozess in vitro in die korrekt gefaltete, native Form zu überführen. Für die
Renaturierung muss das chaotrope Agens wieder entfernt werden. Dies erfolgt abhängig vom
Protein entweder durch Dialyse oder Verdünnung des gelösten Proteins in einen Rückfaltungs-
puffer (Jhamb und Sahoo 2012, Tsumoto et al. 2003). Bei der Dialyse verändern sich Puffer-
zusammensetzung und Konzentrationen langsam und die Proteinkonzentration bleibt hierbei
nahezu gleich. Die Rückfaltung des Enzyms erfolgt langsam mit der allmählichen Anderung
der Bedingungen. Bei der blitzartigen Verdünnung sinkt zum einen die Proteinkonzentration
stark, zum andern ändern sich Pufferzusammensetzung und Konzentrationen schlagartig. Die
Rückfaltung des Enzyms erfolgt schnell durch die plötzliche Anderung der Bedingungen. Das
chaotrope Agens mit einem großen Uberschuss an Agens-freiem Puffer blitzartig zu verdünnen,
ist meist deutlich effektiver, da eine zu geringe Pufferaustauschrate vermehrt zu Fehlfaltungen
und Aggregationen der Faltungsintermediate führt (Basu et al. 2011). Ein Anhaltspunkt für eine
erfolgreiche Renaturierungsstrategie bietet die REFOLD database, in der publizierte Methoden
für die Rückfaltung von Proteinen gesammelt werden (Chow et al. 2006). Bislang liegen in
der Datenbank 1165 Einträge vor (Stand Dezember 2014). Die Rückfaltungsprozedur bedeutet
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meist jedoch einen hohen Zeitaufwand und es ist stets unsicher, ob das Protein tatsächlich seine
biologische Aktivität zurück erhält. Oft sind auch die Ausbeuten sehr niedrig (Sørensen und
Mortensen 2005).
Die Produktion von inclusion bodies kann allerdings auch Vorteile haben, da das Protein so vor
Proteasen und derWirtsorganismus vor toxischen Proteinen geschützt wird. Außerdem liegt das
Protein in einer hohen Konzentration mit einer hohen Reinheit innerhalb der inclusion bodies
vor und kann einfach mittels Zentrifugation isoliert werden (Idicula-Thomas und Balaji 2007).
Ein Beispiel für die erfolgreiche Rückfaltung eines in E. coli produzierten Enzyms aus Pleurotus
sapidus ist eine extrazelluläre Lipase. Die Produktion führte ebenfalls zur Bildung von inclusion
bodies. Durch Denaturierung und Rückfaltung wurde ein katalytisch aktives Protein gewonnen,
welches Xanthophyllester mit hoher Ef izienz hydrolysierte (Krügener et al. 2009). Daher wurde
überprüft, obdieArylalkoholoxidase ebenfalls solubilisiert, renaturiert und so in eine aktiveForm
überführt werden kann.
Die in vitro-Renaturierungwird durch viele verschiedene Faktorenwie Temperatur, pH-Wert und
die Eigenschaften des verwendeten Lösungsmittels beein lusst und muss an jedes zu renaturie-
rende Protein angepasst werden. Der Rückfaltungsprozess konkurriert mit parallel ablaufenden
Nebenreaktionen wie Aggregation und Fehlfaltung (Kie haber et al. 1991). Der Faltungsprozess
kennzeichnet den Ubergang von einer thermodynamisch ungünstigen Konformation – über eine
Vielzahl von unterschiedlichen Intermediatzuständen – hin zu einer thermodynamisch stabilen
Konformation (Dill et al. 2008).

4.2.9.1 Rückfaltung durch blitzar ge Verdünnung

Die Rückfaltung erfolgte nach Ruiz-Dueñas et al. (2006), die eine Rückfaltungsstrategie für
eine Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii veröffentlichten. Bei diesem Protokoll wurden
die inclusion bodies mit 8M Harnstoff gelöst. Das schnelle Entfernen des chaotropen Agens
durch die blitzartige Verdünnung in ein großes Volumen an Rückfaltungspuffer führte zu einem
katalytisch aktiven Enzym. Der Zusatz von FAD und Glycerol zum Rückfaltungspuffer war
notwendig, um aktives Enzym zu erhalten. Glycerol hat eine Chaperon-ähnliche Wirkung und
verhindert die Proteinaggregation (Gekko und Timasheff 1981). Bei dem schwach alkalischen
pH (pH9) werden die Cysteinreste in den deprotonierten Zustand überführt und ein Uberschuss
von GSSG erzeugt oxidierende Bedingungen. Beides fördert die Bildung von Disul idbrücken und
scheint an der Bildung der in der Arylalkoholoxidase erwarteten Disul idbrücke mitzuwirken.
Bei hohen Proteinkonzentrationen können intermolekulare Interaktionen zur Aggregation und
Präzipitation des Proteins führen. Für einige Proteine wurde bereits gezeigt, dass durch niedri-
gere Proteinkonzentrationen höhere Aktivitäten erreicht wurden (Lilie et al. 1998). Bei der lash
dilution wird üblicherweise eine inale Proteinkonzentration im Bereich von 10 bis 100 μgmL−1
eingestellt (Jungbauer und Kaar 2007).
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Ruiz-Dueñas et al. (2006) zeigten, dass die höchste Aktivität nach der Rückfaltung erreicht
wird (Rückfaltungsef izienz 75%), wenn bei der lash dilution eine inale Proteinkonzentra-
tion von 10 μgmL−1 im Rückfaltungspuffer eingestellt wird. Anders als bei Ruiz-Dueñas et al.
(2006) wurde in dieser Arbeit für eine Steigerung der Reinigungsef izienz zuvor die Reini-
gung unter denaturierenden Bedingungen durchgeführt. Das Eluat wurde zum einen 1:20
(11 μgmL−1) und zum anderen 1:50 (4,4 μgmL−1) verdünnt, bei 16 °C abgedunkelt gelagert und
die AAO-Aktivität zu de inierten Zeiten bestimmt. Bei beiden Verdünnungen wurde nach 96 h
die höchste AAO-Aktivität gemessen, die bei weiteren Messungen konstant blieb. Die Aktivität
war bei einer Verdünnung um den Faktor 50 allerdings deutlich höher. Die Arylalkoholoxidase
wurde im Anschluss mittels Pall-Zentrifugenröhrchen um den Faktor 3 konzentriert und im
Rückfaltungspuffer bei 4 °Cgelagert. Eine fortlaufendeKontrolle derAktivität zeigte, dassdieAkti-
vität der rückgefalteten Arylalkoholoxidase (AAO*) bei einer Lagerung unter diesen Bedingungen
wieder deutlich stieg und nach 10 Tagen die höchste Aktivität vorhanden war. Dies deutet darauf
hin, dass neben der Verdünnung von Pufferkomponenten, wie Harnstoff und β-Mercaptoethanol,
auch die Proteinkonzentration eine entscheidende Rolle für die Rückfaltungsef izienz spielt. Die
Signalsequenz beein lusste nicht die Löslichkeit in den untersuchten Expressionssystemen. Nach
Denaturieren und Rückfalten wurde für das Enzym mit Signalsequenz jedoch eine geringere
Aktivität nachgewiesen als für das Enzym ohne Signalsequenz. Daher wurde für die weitere
Charakterisierung das Enzym ohne Signalsequenz verwendet.

4.2.10 Nachweis mi els polyklonalem An körper

Die in E. coli exprimierte AAO* aus Pleurotus sapidus wurde mittels Western Blot und AAO-spe-
zi ischen Antikörpern nachgewiesen (Abb. 3.23). Die gereinigte AAO* wurde im Western Blot
selektiv mit einem Molekulargewicht von ca. 63 kDa nachgewiesen. Das rekombinante Enzym
wurde nativ, wie auch denaturiert mittels Western Blot detektiert. Die nach dem Strukturmodell
ausgewählte Antigendeterminante be indet sich demnach an der Ober läche des Enzyms, sodass
eine Antikörperbindung auch am nativen Enzym möglich ist. Auch die unter Koexpression
der Chaperone (GroEL/GroES, Triggerfaktor) produzierte Arylalkoholoxidase wurde spezi isch
mittels Antikörper in der löslichen Fraktion detektiert. Allerdings wurde hier auch eine weitere
Bande mit einem Molekulargewicht von ca. 126 kDa nachgewiesen (Abb. 3.19). Dabei könnte
es sich um dimere Aggregate der Arylalkoholoxidase handeln. In gereinigter Form lag die
Arylalkoholoxidase dauerhaft als Monomer vor. Im Gegensatz dazu neigte das Enzym, wenn es
nach dem Zellaufschluss ungereinigt gelagert wurde, dazu zu aggregieren. Sowohl die lösliche,
als auch die rückgefaltete Arylalkoholoxidase wurden mit Hilfe des spezi ischen Antikörpers
nachgewiesen. Dies deutet darauf hin, dass beide Enzyme in der nativen Konformation vorliegen.
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4.2.11 Biochemische Charakterisierung

Arylalkoholoxidasen aus Basidiomyceten sind monomere Glykoproteine mit einemMolekularge-
wicht von 70 bis 88 kDa. Die isoelektrischen Punkte liegen in einem Bereich zwischen 3,5 und
5,5. Sie zeigen in einem Bereich von pH 5-6 die höchste Aktivität (Asada et al. 1995, Varela et al.
2001). Die heterolog in E. coli exprimierte Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii zeigte mit
einem breiten optimalen pH-Bereich (pH 4-8) und pH 6,0 als Optimum sowie einem optimalen
Temperaturbereich von 50 bis 55 °C (Ruiz-Dueñas et al. 2006) vergleichbare Charakteristika
wie die rekombinante Arylalkoholoxidase dieser Arbeit. Bei hoher Aktivität über einen breiten
pH-Bereich (pH 3-7) wurde pH 5,0 als Optimum (s. 3.3.8.1) und ein Temperatur-Optimum von
60 °C (s. 3.3.8.2) ermittelt. Auch für die nativen Arylalkoholoxidasen aus Pleurotus eryngii und
Pleurotus pulmonarius sindmit einem optimalen pH von 5,0 (Guillén et al. 1992) bzw. 6,0 (Varela
et al. 2000a) und einer optimalen Temperatur von 55 °C ähnliche Charakteristika in der Literatur
beschrieben. Das Molekulargewicht der gereinigten, rückgefalteten AAO* aus Pleurotus sapidus
betrug 62,5 kDa (Abb. 3.22). Das Molekulargewicht der löslichen Arylalkoholoxidase betrug
62,6 kDa (Abb. 3.19). Die für das Molekulargewicht ermittelten Werte stimmen mit dem theo-
retischen Wert für die His6-Arylalkoholoxidase ohne Signalsequenz von 62,9 kDa (Abweichung
0,6%) überein. DieseMolekulargewichte sind vergleichbarmit denen für die rekombinante, nicht
glykosylierte Arylalkoholoxidase3 aus Pleurotus eryngii (61,8 kDa Ruiz-Dueñas et al. 2006) sowie
dem Molekulargewicht der deglykosylierten Arylalkoholoxidase aus P. pulmonarius (60,9 kDa;
Varela et al. 2000a). Die für die nativen Enzyme ermittelten Molekulargewichte von 69,1 kDa für
die Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii (Ruiz-Dueñas et al. 2006) und 70,5 kDa (Varela et al.
2000a) für Arylalkoholoxidase aus Pleurotus pulmonarius liegen höher. Dieser Unterschied hängt
mit der Glykosylierung der Wildtypenzyme zusammen, für die ein Kohlehydratgehalt von 10,5%
bzw. 15% nachgewiesen wurde. Aufgrund der Homologie und der bioinformatisch ermittelten
potentiellen N-Glykosylierungsstellen (s. 3.10) kann für dasWildtypenzym von Pleurotus sapidus
ebenfalls eine Glykosylierung postuliert werden. Die Glykosylierung hat keinen Ein luss auf die
Aktivität des Enzyms, beein lusst jedochdie Stabilität undLöslichkeit (Nie et al. 1999). Das Fehlen
einer Glykosylierung bei der rekombinanten Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidus könnte
der Grund dafür sein, dass diese hauptsächlich unlöslich in Form von inclusion bodies produziert
wurde.

4.2.12 Substratspezifität

Untersuchungen zur Substratspezi ität zeigten, dass die Arylalkoholoxidase aus P. eryngii den
Umsatz von primären Alkoholen mit sehr unterschiedlichen chemischen Strukturen katalysiert.
Die Arylalkoholoxidase ist in der Lage, neben primären aromatischen Alkoholen auch deren
Aldehyde sowie nicht aromatischemehrfach ungesättigte primäre Alkohole umzusetzen (Guillén

3exprimiert in E. coli
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et al. 1990, 1992). Daneben setzen Arylalkoholoxidasen mit niedriger Ef izienz auch sekun-
däre Alkohole um (Hernández-Ortega et al. 2012b). Für eine ef iziente Umsetzung durch die
Arylalkoholoxidase muss das Substrat mindestens zwei konjugierte Doppelbindungen und eine
primäre Alkoholgruppe besitzen, wie beispielsweise das Substrat 2,4-Hexadien-1-ol. Diese nicht-
aromatische Verbindung stellt eines der besten AAO-Substrate dar (Ferreira et al. 2005). Arylal-
koholoxidasen zeigen gegenüber aromatischenAldehyden nur eine geringe Aktivität. Die höchste
Aldehydoxidase-Aktivität wurde gegenüber aromatischen Aldehyden mit elektronenziehenden
Substituenten nachgewiesen. Für die Umsetzung von beispielsweise p-Nitrobenzaldehydwurden
Aktivitäten vonunter 5%bezogen auf dieAktivität für dieUmsetzung vonBenzylalkohol ermittelt
(Guillén et al. 1992).
Die Bestimmung der kinetischen Parameter für die rekombinante (E. coli) rückgefaltete Arylal-
koholoxidase (AAO*) aus Pleurotus sapidus erfolgte mit den aromatischen primären Alkoholen
Benzyalkohol, p-Anisalkohol, Veratrylalkohol und Zimtalkohol (s. 3.3.8.3). Diese vier Substrate
werden auch von der rekombinanten Arylalkoholoxidase und der Wildtyp Arylalkoholoxidase
aus Pleurotus eryngii umgesetzt. Guillén et al. (1990) zeigten, dass Coniferylalkohol von der
Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii umgesetzt wird. In dieser Arbeit wurde ebenfalls die
Umsetzung von Coniferylalkohol durch die AAO* aus Pleurotus spaidus nachgewiesen, wobei
jedoch nur eine niedrige Umsatzrate detektiert und daher keine kinetischen Parameter bestimmt
wurden.
Tabelle 4.1: Kine sche Parameter für die rekombinante (E. coli) rückgefaltete Arylalkoholoxidase aus Pleurotus

sapidus sowie im Vergleich die Konstanten für die rekombinante (E. coli) rückgefaltete
Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii und die Wildtyp-Arylalkoholoxidase aus P. eryngii

rückgefaltete AAO rückgefaltete AAO AAO
P. sapidus P. eryngii a P. eryngii b

Benzylalkohol
Km 629 873 840
kcat 34 30 59
kcat Km-1 55 35 70

Veratrylalkohol
Km 270 541 349
kcat 98 99 143
kcat Km-1 361 172 410

p-Anisalkohol
Km 55 37 40
kcat 154 134 239
kcat Km-1 2808 3870 5970

Zimtalkohol
Km 789
kcat 67 n.b. n.b.
kcat Km-1 85

Km in μM, kcat in s−1, kcat Km
-1 in s−1 mM−1, n.b. – nicht bestimmt. Alle Fehlergrenzen lagen unter 20% der Mittelwerte

aRuiz-Dueñas et al. 2006, bGuillén et al. 1992
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Die Aktivität der Arylalkoholoxidase gegenüber den getesteten Substraten stieg vom Benzylal-
kohol über Veratrylalkohol zum p-Anisalkohol an. Die Anzahl konjugierter Doppelbindungen
und das Vorhandensein von Elektronendonorgruppen sind dafür entscheidend (Guillén et al.
1992). Die höhere AAO-Aktivität gegenüber Zimtalkohol im Vergleich zum Benzylalkohol ist
durch die steigende Anzahl konjugierter Doppelbindungen zu erklären. Bei den substituierten
Benzylalkoholen führt eine Methoxygruppe in para Stellung als Elektronendonor zu einer
signi ikanten Steigerung der Arylalkoholoxidaseaktivität und so zu einer höheren Aktivität
gegenüber Veratrylalkohol und Benzylalkohol. Die bestimmten Werte sind vergleichbar mit den
für die rückgefaltete AAO* wie auch für die Wildtyp Arylalkoholoxidase aus P. eryngii ermittelten
Werten (Tab. 4.1). Allerdings waren die bestimmten kcat-Werte für die rekombinanten Enzyme
stets geringfügig niedriger als für das Wildtypenzym. Die fehlende Glykosylierung von heterolog
in E. coli exprimierten Enzymen im Vergleich zu den glykosylierten Wildtypenzymen kann für
unterschiedliche physikochemischenEigenschaften verantwortlich sein (Ruiz-Dueñas et al. 2006,
Solá et al. 2007). Für eine heterolog in Emericella nidulans exprimierte Arylalkoholoxidase
aus P. eryngii wurden die kinetischen Parameter für Zimtalkohol (Km: 708 μM; kcat: 65 s−1;
kcat Km−1: 78 s−1mM−1) bestimmt (Ferreira et al. 2005). Diese Werte sind ebenfalls mit den für
die rekombinante Arylalkoholoxidase aus Pleurotus sapidus bestimmten Werten vergleichbar.
Einige durch Arylalkoholoxidasen produzierte phenolische wie auch nicht-phenolische aromati-
sche Aldehyde stellen industriell bedeutsame Aromaverbindungen dar, beispielswiese Vanillin,
Benzaldehyd oder p-Anisaldehyd (Romero et al. 2009). Daneben setzen Arylalkoholoxidasen
mit niedriger Ef izienz auch sekundäre Alkohole um, deren Umsetzung durch eine gentechni-
sche Vergrößerung der Substratbindetasche verbessert werden könnte. Da die Umsetzung der
Substrate stereoselektiv erfolgt, könnte eine so veränderte Arylalkoholoxidase dazu verwendet
werden, aus einem Razematengemisch bestimmte Enantiomere anzureichern. Diese Gewinnung
von verschiedenen sekundären Alkoholen, die beispielsweise als synthetische Intermediate oder
analytische Reagenzien dienen, ist für die chemische Industrie von Interesse (Hernández-Ortega
et al. 2012a, 2012b).
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4.3 DyP-Typ Peroxidase

Bereits 2003 stellten Zorn et al. in einem Screening von mehr als 50 Pilzen fest, dass Mycetinis
scorodonius (Echter Knoblauchschwindling) die Fähigkeit besitzt β-Carotin zu spalten. 2008
identi izierten Scheibner et al. in diesem Basidiomycet neuartige Peroxidasen (MsP1 und MsP2),
die den sogenannten

”
dye decolorizing peroxidases“ (Farbstoff entfärbende Peroxidasen) zuge-

ordnet wurden. MsP1 weist z.T. außergewöhnliche Charakteristika auf (Pühse et al. 2009).
Da Peroxidasen eine zentrale Rolle bei der Degradation von Lignocellulosen spielen, sollte
aus Pleurotus sapidus ebenfalls eine Peroxidase vom DyP-Typ identi iziert und charakterisiert
werden.
Für die Peroxidase aus Pleurotus sapidus wurde eine cDNA-Sequenz mit einer Größe von
1 551 bp kloniert. Dies entspricht einer Aminosäuresequenz mit einer Länge von 516 Amino-
säuren und einem berechneten Molekulargewicht von 57,1 kDa für das Protein (Abb. 3.29). Die
klonierte cDNA-Sequenz wurde bioinformatisch (Tab. 2.12: Prosite, Pfam) untersucht und das
codierte Enzym aufgrund seiner Homologie der Klasse der Häm-Peroxidasen und der Familie der
DyP-Typ Peroxidasen zugeordnet. Häm-Peroxidasen werden anhand von Sequenzhomologien
sowie funktioneller und struktureller Eigenschaften in verschiedenen Superfamilien zusam-
mengefasst (Morgenstern et al. 2008). Häm-Peroxidasen aus Bakterien, Pilzen und P lanzen
werden in der Superfamilie der P lanzen-Peroxidasen zusammengefasst (Morgenstern et al.
2008). Die zweite Superfamilie wird von den tierischen Peroxidasen gebildet. Die Superfamilie
der P lanzen-Peroxidasen wird wiederum in drei verschiedene Klassen unterteilt (Caruso et al.
2001, Welinder 1992). Die Klasse II beinhaltet die sekretorischen Pilz-Peroxidasen, welche sich
durch eine große Heterogenität auszeichnen (Welinder 1992). Zu dieser Klasse gehören u.a. die
Familien der Mangan-Peroxidasen (MnP), Lignin-Peroxidasen (LiP) und versatile Peroxidasen
(VP) (Lundell et al. 2010, Martı́nez 2002). Die DyP-Typ Peroxidasen wurden entsprechend der
Klassi ikation von Welinder ursprünglich auch der Klasse II der Superfamilie der p lanzlichen
Peroxidasen zugeordnet. Alle Peroxidasen der Klasse II sind extrazellulär und besitzen ein Häm
als prosthetische Gruppe (Dunford 1991, Petersen et al. 1994, Piontek et al. 1993, Poulos et al.
1978, 1993). Allerdings zeigen die DyP-Typ Peroxidasen keine Homologie zu anderen bisher
beschriebenen Peroxidase-Familien. Sie besitzen einzigartige Merkmale, die sie von anderen
Häm-Peroxidasen unterscheiden und bilden inzwischen eine eigene Superfamilie (EC 1.11.1.19)
unter den Häm-Peroxidasen. Ein erstes Anzeichen für die Existenz dieses neuen Peroxidase-Typs
fanden Kim et al. (1995). Das erste Enzym dieser Familie (BadDyP) wurde 1999 aus dem Pilz
Bjerkandera adusta (ursprünglich bezeichnet als Geotrichum candidumDec 1, später fälschlicher-
weise als Thanatephorus cucumeris bezeichnet) gereinigt und charakterisiert (Kim und Shoda
1999b). Inzwischen wurden DyP-Typ Peroxidasen nicht nur in Basidiomyceten sondern auch in
Ascomyceten und Bakterien gefunden (Hofrichter et al. 2010). Dies bedeutet auch, dass diese
Peroxidasen einen gemeinsamenUrsprung vor der TrennungderDomänenhaben (Sugano2009).
Die klassischeDyP ausBjerkandera adusta ist das ambesten charakterisierteMitglied der Familie

192



Diskussion

derDyP-TypPeroxidasen. Der Begriff
”
DyP“ beschreibt derzeit eher eine polyphyletischeGruppe,

die grob in vier Gruppen unterteilt werden kann. Die Gruppen A–C bestehen hauptsächlich
aus bakteriellen Enzymen, wohingegen die Gruppe D hauptsächlich Enyzme aus Pilzen enthält
(Ahmad et al. 2011). Bislang wurden lediglich acht DyP-Typ Peroxidasen aus Pilzen charakteri-
siert, jedoch noch keine aus der Familie der Pleuroten (Liers et al. 2013a).

4.3.1 Sequenz- und modellorien erte Analyse der DyP-Typ Peroxidase

Die Aminosäuresequenz der PsaDyP wurde mit den Aminosäuresequenzen einiger Vertreter der
Familie derDyP-ähnlichenEnzymeverglichen (s. 3.4.2). AnhandvonSequenzhomologienwurden
konservierte Aminosäuren und Motive sowie katalytisch wichtige Reste identi iziert (Abb. 4.5).

PsaDyP   PGQHTLPTLELIQKLNATNGTFLPLEEIQGDIMIGMRKPKEIFFFYSLQNPRKFKSVLAK 106
PosDyP   PGQHTLPTLELIQKLNATNGTFLPLEEIQGDIMIGMRKPKEIFFFYSIQNPRKFKSVLAK 115
BadDyP   PGQAPLPTLTQHTTESGANDTILPLNNIQGDILVGMKKQKERFVFFQVNDATSFKTALKT  99
AauDyP   AGLPPVPSAAQVAATS------LNTDDIQGDILVGMHKQKQLFYFFAINDPATFKTHLAS 102
MsP1     PQQPPLPSAQQAASASSS--AGLNLTDIQGDILIGMKKNKELFFFFSITDAATFKAKLGS  99
               *               *    *****  ** * *  * *        **  *      

PsaDyP   MRWWTTCVALTSLIPYALLPSYGFNLPQQLEARQN-----DYPSGSLLH---------DY  46
PosDyP   MRWWTTCVALTSLIPYTLLPSYGFSLPQQLEARQN-----DYPSGSLLHDCVLTRLPVDY  55
BadDyP   MRLS----LFVVSVAVLVGSS-SHVN--AAKLGAR-----QTRTTPLLT---------NF  39
AauDyP   MRLS---PVFVALLSGLLAADLGLARSVAPRVADSPAAVTGTRKTSLLK---------NV  48
MsP1     MKLFS-ASVFAAIIASHYASATAHIR--APNVKPR-------RTNSLLT---------AP  41
         *                                             **                

PsaDyP   TDPSTTWAPGLYANKTDGAFLIAAKDWEPIDTLLNQMKAWLGDAIVETHSNRGAVRPGDA 226
PosDyP   TDPSTTWAPGLYANKTDGAFLIAARDWEPIDTLLNQMKNWLGDAIVETHSNRGAVRPGDA 235
BadDyP   GDDLSQWVAPFTGTTIHGVFLIGSDQDDFLDQFTDDISSTFGSSITQVQALSGSARPGDQ 217
AauDyP   KESTSSWVPQFAGTGIHGVIILASDTTDLIDQQVASIESTFGSSISKLYSLSASIRPGNE 219
MsP1     DPGTGNWVPGFVGTSVHGVFLLASDTIDNVNTELANIQTILNGSITEIHRLQGEARPGDQ 218
               *          *                          *          ***      

PsaDyP   LIYPHITTTAQMVCTTCAQPSAMLNVAWTSQGLRKLGVLDNLGDPYFAMGQLSDAAALGD 166
PosDyP   LIYPHITTTAQMVCTTCTQPSAMLNVAWTSQGLRKLGVLDDLGDPYFAMGQLNDAAALGD 175
BadDyP   YVPERITSAAILISDPSQQPLAFVNLGFSNTGLQALGITDDLGDAQFPDGQFADAAN--L 157
AauDyP   DIAPVVASVTQLSN-VATQPLVALNIAFSNTGLLALGVTDNLGDSLFANGQAKDATS--F 159
MsP1     DILELITSTNQLLA-VATQPITAVNVAFSSTGLKALGITDDLKDPVFEAGMLSNAVSDLS 158
                           **    *      **  **  * * *  *  *    *         
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PsaDyP   -TGKSDPTPGFDPIVGQNS--------GKPLVVSGIDYTDLNHDLTF-MSFVVSKGGDYF 502
PosDyP   -TGKSDPTPGFDPIVGQNN--------GKPLVVSGIDYTDLNHDLTF-MSFVVSKGGDYF 511
BadDyP   FSKP--ITPGIEPIIGQTT----------PRTVGGLDPLNQNETFTV-PLFVIPKGGEYF 484
AauDyP   -PGKTPATVGLDPIIGQNN--------GQPRVVNGLLPSNSSASLSI-PQFVVSHGGEYF 495
MsP1     RPG-----TGVDPLIGTNSRNSGTDAPNTPRVVSGLDPNNATSTIEIGIDFVVSRGGEYF 499
                  *  *  *             *  * *               **   ** **    

PsaDyP   FSPSMSAILHKIAA 516 
PosDyP   FSPSMSAILHKIAA 525 
BadDyP   FLPSISALTATIAA 498 
AauDyP   FSPPISAIGGRLSA 509 
MsP1     FSPSLSAIRTVLSV 513 
         * *  **          

PsaDyP   -MIRASIPYGEELSDDEINNKKTGT----ERGVAFVTYQSDLGSGFHFQQAEWANNVNIP 452
PosDyP   -MIRASIPYGEELSDDEINSKKTAT----ERGVAFVTYQSDLGSGFHFQQAEWANNVNIP 461
BadDyP   -AMRSSIPYGPETSDAELASGVTAQ----DRGLLFVEYQSIIGNGFRFQQINWANNANFP 437
AauDyP   SIMRSGIPYGPEVTSAESASNTTTQ----ERGLAFVAYQAQLSQGFHFLQQTWADNANFP 445
MsP1     HIIRAGIPYGPEVTDAEKASNSSSTDPSLERGLAFVAYQSNIQNGFVFLQKNWVDNTNFF 444
            *  **** *    *             **  ** **     ** * *  *  * *      

PsaDyP   MAYRQLQELVPEFDDYLMQEAALIQ-DSSRSVRERADLLGARMFGRWKSGTPLDLAPEKD 343
PosDyP   MAYRQLQELVPEFDDYLMQEAALIQ-DSSRSVRERADLLGARMFGRWKSGTPLDLAPERD 352
BadDyP   MAFRHFQQKVPEFNAYTLANAIPANSAGNLTQQEGAEFLGARMFGRWKSGAPIDLAPTAD 333
AauDyP   LAFRQLEQLVPEFNKYLLDNAP----AGSGSLQARADLLGARMVGRWKSGAPIDLTPTAD 330
MsP1     LVFRQMQQRAPEFNKFLQDHALN---MPNMTSEQGADLLGARIVGRWKSDAPIDLTPLVD 335
            *      ***       *              *  ****  *****  * ** *  *    

PsaDyP   AGKEHFGWLDGFIQPAVAGFATS--TYPGQQLLLPGTLLTKEIGDPRRAARPAWTKWGSF 284
PosDyP   AGKEHFGWLDGFIQPAVAGFATS--TYPGQQLLLPGTLLTKEIGDPRRAARPAWTKWGSF 293
BadDyP   AGHEHFGFLDGISQPSVTGWETT--VFPGQAVVPPGIILTGRDGDTGT--RPSWALDGSF 273
AauDyP   AGHEMFGFLDGIAQPAINGFNTP---LPGQNIVDAGVIITGATNDPIT--RPSWAVGGSF 274
MsP1     QGHEHFGFMDGISNPAVDGFTPPAEIRPGQALIPPGIMLLGEANDTFQNDRPPWAKDGSF 278
          * * **  **   *   *        ***     *        *     ** *   ***    

PsaDyP   DPSIGPNLMLNNNFDFNHPAPFNINTNQSYCPFSAHIRKIRPRADQGNQNLKNQ------ 397
PosDyP   DPSIGPNLMLNNNFDFNHPAPFDINSNQSYCPFSAHIRKIRPRADQGNTNLKNQ------ 406
BadDyP   DPALGADPQRNNNFDYSDT-----LTDETRCPFGAHVRKTNPRQDLGGPVDTFH------ 382
AauDyP   DPALGADAQRNNNFTYSHAG-FDLGSDQSHCPFSAHIRKTRPRADLGGSLTPPNLSAGAN 389
MsP1     DPVLAADNQRNNNFDFSDA------TNQTRCPFSAHIRKANPRGDLGGINKFPN-----Q 384
         **        ****                *** ** **  ** * *                

Abbildung 4.5: Vergleich verschiedener DyP-Typ Peroxidase-Sequenzen aus P. sapidus (PsaDyP), P. ostreatus
(PosDyP, NCBI: CAK55151), B. adusta (BadDyP, NCBI: BAA77283), A. auricula-judae (AauDyP,
NCBI: AFJ79723) undM. scorodonius (MsP1, NCBI: BOBK71). Konservierte AS (*)
Das charakteris sche GxxDG-Mo v ist eingerahmt; rot: kataly sch ak ve Aminosäuren, D168
(n) ersetzt das distale His din der klassischen Peroxidasen. l: Reste der H2O2-Bindetasche;
blau: E391;
n: konservierten Reste der Häm-Bindestelle;s: poten ell an der Häm-Bindung beteiligte Reste;
n oberflächenexponierte Aminosäuren eines möglichen LRET (long range electron transfer);
grün: am poten ellen LRET beteiligte Reste; weiß : N-terminal konservierte Aminosäuresequen-
zen; n konservierte His din-Reste (H164 und H166)
Signalsequenzen (grau); N-terminale Aminosäuren sind unterstrichen
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Das charakteristische GxxDG-Motiv der DyP-Typ Peroxidasen mit den konservierten Resten im
Bereich der Häm-Bindestelle wurde auch in der rPsaDyP-Sequenz gefunden. DyP-Typ Peroxi-
dasen besitzen eine einzigartige H2O2-Bindestelle, die sich von anderen Peroxidasen unterschei-
det (Faraco et al. 2007). Während bei anderen Peroxidasen die Neuanordnung des Protons
von H2O2 typischerweise durch das distale Histidin vermittelt wird, indet diese bei DyP-Typ
Peroxidsen durch ein Aspartat statt. Für die Katalyse spielen bei der klassischen DyP aus
Bjerkandera adusta die Reste D171, H308 und R329 (s. 4.3.1.2, Zählung ausgehend vom reifem
Protein) eine wichtige Rolle (Sugano et al. 2007). Das Alignment (Abb. 4.5) zeigt, dass die
Aminosäuren, die an der Hämbindung sowie an der Katalyse beteiligt sind, hochkonserviert sind.
Das proximale Histidin (H308, fünfter Ligand des Häms) wurde bei der rPsaDyP an der Position
317 (Zählung ausgehend vom reifen Protein) identi iziert. Die konservierten Reste D171 und
R329 an der distalen Seite des Häms sind an der Aktivierung des Enzyms durch H2O2 beteiligt.
Die Positionen dieser Reste wurden anhand des Alignments in der rPsaDyP-Sequenz ebenfalls
identi iziert (D174 und R338). Interessanterweise ist der distale Aspartatrest in der Häm-Höhle
ein strukturelles Merkmal, das DyP-Typ Peroxidasen mit bakteriellen Katalase-Peroxidasen
gemeinsam haben (Liers et al. 2013b, Zámocký et al. 2009).
Die Histidine 164 bzw. 166 (BadDyP) sind in vielen DyP-Sequenzen konserviert. Lange Zeit
wurde daher diskutiert, ob einer dieser Reste als proximales Histidin bzw. als Häm-Ligand
fungiert. Sugano et al. (2004) zeigten, dass H166 für die Peroxidaseaktivität nicht essentiell ist.
Andererseits zeigten diese Autoren, dass die Substitution H164A zumVerlust der Aktivität führte.
Die Ergebnisse zeigten keine direkte Beteiligung von H164 an der Häm-Bindung, sondern deuten
nur auf eine Erniedrigung der Proteinstabilität und eine Abnahme der Häm-Binde-Af inität hin
(Faraco et al. 2007). Das H164 ist bei der rPsaDyP ebenso wie bei der PosDyP nicht konserviert
und gegen ein Lysin ausgetauscht (K167). DieserAustauschwird auchbei verschiedenen anderen
Vertretern der DyP-Typ Peroxidase-Familie gefunden, beispielsweise bei den Proteinen aus
Aspergillus oryzae (Q2UPE9, Q2U1I3), Neurospora crassa (Q7S3A4) und verschiedenen anderen
Mitgliedern der DyP-Familie (Faraco et al. 2007). Dies deutet darauf hin, dass H164 nicht direkt
an der Häm-Bindung beteiligt ist und ein anderer Rest an der Koordination des Häms in DyP-Typ
Peroxidasen beteiligt ist. Dennoch spielt das H164 nach Sugano (2009) eine wichtige Rolle für
die Faltung von DyP-Typ Peroxidasen und die Bindung des Häms, auch wenn es nicht bei allen
Mitgliedern dieser Proteinfamilie konserviert ist. Anders als die Autoren beschreiben, scheint
jedoch nicht Histidin für die Faltung entscheidend zu sein, sondern eine basische Aminosäure
an dieser Position. Johjima et al. (2003) identi izierten 10 potentielle Liganden (His, Tyr und
Cys) des Häms. Strittmatter et al. (2013a) zeigten für die AauDyP, dass auf der proximalen Seite
Arginin 255 und 311Wasserstof brückenbindungen zu den Propionatresten des Häms eingehen
und an der Koordination des Häms beteiligt sind. Die homologen Reste wurden bei der rPsaDyP
identifziert (Positionen 267 und 324) und haben im Modell eine Distanz von 3,2 A bzw. 3,5 A zu
den Propionaten (Abb. 3.32).
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DyP-Typ Peroxidasen besitzen eine einzigartige Sekundärstruktur, die sich von den Strukturen
klassischerHäm-Peroxidasen unterscheidet. ImGegensatz zu klassischen Peroxidasen, die haupt-
sächlich aus α-Helices aufgebaut sind, haben DyP-Typ Peroxidasen ein prominentes Motiv anti-
paralleler β-Faltblätter auf der distalen Seite des Häms, die eine Ferredoxin-ähnliche Faltung
annehmen. Dieses Motiv wurde bisher für keine andere Peroxidase beschrieben (Sugano et al.
2007, Zubieta et al. 2007).
Faraco et al. (2007) isoliertenund sequenziertendie cDNAeiner potentiellenDyP-TypPeroxidase
aus Pleurotus ostreatus. Die untersuchte rPsaDyP besitzt eine Identität auf Ebene der Primär-
sequenz von 95%zu der veröffentlichten Sequenz der PosDyP. Obwohl die Nukleotidsequenz und
die daraus abgeleitete Aminosäuresequenz des Enzyms unter der Zugriffsnummer CAK55151.1
(NCBI, GenBank) registriert sind, wurde das Enzym bisher nicht weiter charakterisiert.
Homologievergleiche zwischen der rPsaDyP und verschiedenen Vertretern der Pilz-Peroxidasen
wie Lignin-Peroxidasen (LiP) und Mangan-Peroxidasen (nach Collins et al. 1999) zeigten nur
geringe Homologien. Die klassischen Reste der Lignin- und Manganperoxidasen für die Bindung
von aromatischen Substraten und Mangan wurden in der rPsaDyP nicht gefunden.

4.3.1.1 Ermi lung einer Signalsequenz

In der aus der cDNA abgeleiteten Aminosäuresequenz wurde mittels InterProScan (EBI) bzw.
SignalP 4.1 (Petersen et al. 2011) eine potentielle Schnittstelle für eine Signalpeptidase zwischen
den Aminosäuren 19/20 ermittelt. Bei verschiedenen anderen DyP-Typ Peroxidasen – wie
der BadDyP sowie bei MsP1 und MsP2 – wurden ebenfalls potentielle Signalpeptidschnitt-
stellen an ähnlicher Position identi iziert (Scheibner et al. 2008, Sugano et al. 1999, 2000).
Die Prozessierung von anderen DyP-ähnlichen Enzymen aus Basidiomyceten zeigt allerdings,
dass deren Prozessierung zwischen Position 56/57 (BadDyP), 55/56 (MsP1), 57/58 (MsP2),
61/62 (AauDyP) und 55/56 (TAP) erfolgt (Johjima et al. 2003, Liers et al. 2010, Scheibner
et al. 2008, Sugano et al. 2000). Bei allen diesen Enzymen wurden jedoch am N-Terminus des
reifen Proteins keine typischen Schnittstellen gefunden. Allerdings wurde in allen Sequenzen
im Bereich des N-Terminus ein Cluster konservierter Aminosäuren gefunden (Abb. 4.5, Liers
et al. 2010). Die rPsaDyPwird vergleichbar zu anderenDyP-Typ Peroxidasen aus Basidiomyceten
vor diesem Bereich zwischen den Positionen 62/63 prozessiert. Das reife Protein hat wie die
verglichenen DyP-Typ Peroxidasen als Startaminosäure ein Alanin (Abb. 3.49). Hier zeigt sich
erneut, dass die Berechnungmöglicher Signalpeptidschnittstellenmittels SignalP 4.1 für Enzyme
aus Basidiomyceten nur bedingt geeignet ist.
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4.3.1.2 Katalysemechanismus

Peroxidasen katalysieren die Oxidation eines breiten Spektrums von Substraten unter Verwen-
dung von Wasserstoffperoxid (H2O2) als Cofaktor. Peroxidasen werden bspw. durch Arylal-
kohloxidasen mit dem Cofaktor versorgt, die simultan mit diesem Enzym produziert werden
(Shimokawa et al. 2008). Sugano et al. (2007) haben ein Schema für den Katalysemechanismus
von DyP-Typ Peroxidasen aufgestellt. Dabei gelangt Wasserstoffperoxid über den überwiegend
hydrophoben Häm-Kanal (heme access channel) in die Wasserstoffperoxidbindetasche (Yoshida
et al. 2011, D171, R329, L354, F356 bei der BadDyP). Drei der Reste der H2O2-Bindetasche
sind bei der rPsaDyP ebenfalls konserviert (D174, R338, F365). Leucin ist bei den DyP-Typ
Peroxidasen von P. sapidus und P. ostreatus gegen Valin (rPsaDyP V363) ausgetauscht, das
ähnliche physikalisch-chemische Eigenschaften hat. Wasserstoffperoxid fungiert als Elektronen-
akzeptor und wird zu Wasser reduziert. Dabei nimmt das Aspartat ein Proton vom proximalen
SauerstoffatomdesH2O2 auf, wobei Arginin (BadDyP, R329) als Ladungsstabilisator dient. Dieses
Proton wird auf das distale Sauerstoffatom übertragen und die O-O-Bindung wird heterolytisch
gespalten, wobei Wasser freigesetzt wird. Anschließend wird ein Elektron vom Fe3+, das zu Fe4+
oxidiertwirdundvermutlich einElektronausdemPorphyrin, ähnlichwiebei denklassischenPer-
oxidasen, auf den verbleibenden Sauerstoff übertragen. Dadurch entsteht ein Porphyrin-Kation-
Radikal, das einen Fe(IV)-Oxo-Komplex enthält (Verbindung I der klassischen Peroxidasen). Fe3+
bzw. Fe4+ werden stabilisiert, indem E391 eine Wasserstof brückenbindung mit dem fünften
Liganden des Häms (H308) ausbildet. Anhand des Alignments (Abb. 4.5) wurde gezeigt, dass
das E391 der BadDyP bei anderen DyP-Typ Peroxidasen gegen ein Aspartat (rPsaDyP D401)
ausgetauscht ist. Durch die sukzessive Aufnahme von zwei Elektronen von Substratmolekülen
wird der Ausgangsoxidationszustand des Fe3+ wieder hergestellt. Die für den Reaktionsweg
der klassischen Peroxidasen beschriebene Verbindung II wurde für die DyP-Typ Peroxidasen
bisher nicht nachgewiesen (Hofrichter et al. 2010, Sugano et al. 2007). Erste Daten über einen
reaktiven Enzymzustand als letztes substratoxidierendes DyP-Intermediat, der möglicherweise
Verbindung II ähnelt, wurden erst kürzlich veröffentlicht (Liers et al. 2013a). Auch wenn die
DyP-Typ Peroxidasen nicht die typische Verbindung II der Peroxidasen bilden, genügen sie
dennoch der De inition von Peroxidasen (Sugano 2009). Dieser Unterschied deutet darauf hin,
dass sich der Reaktionsmechanismus von dem klassischer Peroxidasen unterscheidet und so
auch die Einzigartigkeit von DyP-Typ Peroxidasen begründet.
Während die Rolle von Histidin und Aspartat als Schlüsselreste der Säure-Base-Katalyse in der
Häm-Bindetasche belegt ist, ist die Funktion von Arginin 329 noch nicht vollständig geklärt. Die-
ser Rest ist für Mitglieder der Superfamilie der p lanzlichen Peroxidasen essentiell, wohingegen
bei DyP-Typ Peroxidasen bspw. die Mutante R329K teilweise ihre Aktivität behält und dieser
Rest daher nicht immer für die Katalyse notwendig scheint (Sugano 2009). Wie Guallar und
Olsen (2006) zeigten, spielen die Propionatreste des Häms ebenfalls eine entscheidende Rolle
bei der Katalyse. So wird bei den Dyp-Typ Peroxidasen im Vergleich zu anderen Peroxidasen
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das Propionat am Pyrrolring C durch starke Wasserstof brückenbindungen zum Protein in eine
ungewöhnliche Konformation gekippt. Yoshida et al. (2011) erweiterten den Mechanismus für
die Bildung von Verbindung I, in dem sie zeigten, dass eine Anderung der Konformation des
katalytischen Aspartats (D171) für die Umsetzung von H2O2 entscheidend ist. Im Ruhezustand
ist das Aspartat vom Häm abgewandt und bildet Wasserstof brückenbindungen mit dem Pro-
teinrückgrat und Wasser in der Bindetasche aus. In Gegenwart von H2O2 schwingt dieser Rest
in Richtung des Häms und bildet Wasserstof brückenbindungen mit dem Arginin (R329) aus.
Diese Konformationsänderung ist die Voraussetzung dafür, dass Verbindung I gebildet werden
kann (Strittmatter et al. 2013a). Sobald Verbindung I gebildet wurde, schwingt das Aspartat
in seine Ausgangsposition zurück und zeigt erneut in Richtung des Proteinrückgrats (Yoshida
et al. 2011). Die Offnung des Häm-Zugangskanals ist in dieser Konformation deutlich größer.
Folglich könnte D171 als „Pförtner“ den Zugang zum Häm-Kanal regulieren und die Passage
von Substratmolekülen ermöglichen, die größer als H2O2 sind. Dadurch könnte es den Enzymen
möglich sein, Substrate direkt in der distalen Substratbindetasche zu oxidieren (Strittmatter et al.
2013a). Allerdings zeigten die Autoren ebenfalls, dass Substrate mit maximal der Größe von
Guajakol in die Bindetasche passen, daher ist der Schwingmechanismus vor allem für die Bildung
der Verbindung I erforderlich. Yoshida et al. (2012) identi izierten die Substratbindetasche der
BadDyP für DMP, das eine ähnliche Größe hat wie Guajakol. Die Autoren zeigten, dass zwei
DMP-Moleküle an das Enzymbanden. Ein Substratmolekül band – vermutlich unspezi isch –weit
entfernt vom Häm und es wurde kein Wasserstof brückennetzwerk zur prosthetischen Gruppe
ausgebildet. Das andere band in einer kleinenTasche ander Enzymober lächenahedesHämsund
bildeteWasserstof brückenbindungen zu den Aminosäuren N313 und H326. Allerdings zeigt das
Alignment (Abb. 4.5), dass dieseAminosäurenunter den verglichenenDyP-TypPeroxidasennicht
konserviert sind, daher bleibt hier zu klären, ob ein vergleichbaresWasserstof brückennetzwerk
bei anderen DyP-Typ Peroxidasen aufgebaut wird.
DyP-Typ Peroxidasen sind daneben in der Lage große Substrate zu oxidieren, die nicht in die
unmittelbare Nähe des Häms im aktiven Zentrum gelangen können. Daher wird diskutiert,
ob diese Enzyme ausschließlich lösungsmittelexponierte Substratbindestellen besitzen (Liers
et al. 2013a). Dabei interagieren die Substrate mit ober lächenexponierten Bindestellen und
Elektronen werden durch einen Langstreckentransfer von der Ober läche des Proteins bis hin
zumHäm übertragen. Derwahrscheinliche long range electron transfer (LRET-Ubertragungsweg)
ähnelt dem von Lignin-Peroxidasen, ist aber nicht mit diesem identisch (Colpa et al. 2014).
Strittmatter et al. (2013a) identi izierten potentielle LRET-Ubertragungswege bei der DyP-Typ
Peroxidase aus Auricularia auricula-judae. Dabei dienen verschiedene an der Proteinober läche
exponierte Reste (Trp bzw. Tyr) als Oxidationsstelle für große Substrate. Daneben stabilisieren
saure Seitenketten (rPsaDyP E360, AauDyP E354) in der Umgebung der exponierten Reste die
Bildung von Radikalkationen. Die Elektronen werden dabei von der Ober läche des Enzyms
zum Häm übertragen. Die wahrscheinlichste Elektronenübertragung bei der AauDyP indet vom
exponierten Y337 über L357 (Zählung ausgehend vom reifen Protein) zum Häm statt. Dieser
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Tyrosinrest ist bei DyP-Typ Peroxidasen aus Bakterien und Pilzen hoch konserviert und ist auch
bei der rPsaDyP an Position 343 vorhanden. Das Leucin (L357) ist wie bereits beschrieben bei
der rPsaDyP gegenValin (V363) ausgetauscht. Aufgrund der strukturellen Ahnlichkeit der beiden
Aminosäuren ist ein Elektronentransfer über Valin ebenfalls denkbar. Ein alternativer kurzer
LRET verläuft bei der AauDyP von dem an der Ober läche exponierten Rest W377 über T308
zum Eisen (Liers et al. 2013a, Strittmatter et al. 2013b). Bei VP und LiP wurde ebenfalls ein
auf der Ober läche der Enzyme exponiertes Tryptophan als Oxidationsstelle identi iziert (Pogni
et al. 2006, Ruiz-Dueñas et al. 2009a). Das ober lächenexponierte Tryptophan des kurzen LRET
ist bei der rPsaDyP ebenfalls konserviert (W383). Das Threonin ist gegen ein Isoleucin (I321)
ausgetauscht. Dieser Austausch wird von Liers et al. (2013a) für andere DyP-Typ Peroxidasen
ebenfalls beschrieben. In jüngsten Untersuchungen von Linde et al. (2015a,b) wurde durch
Aminosäureaustausche (Y337Sbzw.W377S) gezeigt, dass der LRETderAauDyP imWesentlichen
amW377 beginnt.

4.3.1.3 Berechnung eines Strukturmodells

Bisher wurden lediglich Strukturen von zwei DyP-Typ Peroxidasen aus Pilzen mittels Röntgen-
strukturanalyse aufgeklärt. Die erste DyP-Typ Peroxidasestruktur war die der DyP-Peroxidase
aus Bjerkandera adusta (BadDyP; PDB-Code 2D3Q). Inzwischen wurde auch die Struktur einer
DyP aus Auricularia auricula-judae (AauDyP; PDB-Code 4AU9) aufgeklärt. Das 3D-Modell der
rPsaDyP wurde in Homologie zur Struktur der AauDyP berechnet. Das Modell besitzt die
charakteristische β-barrel Struktur undHäm-Umgebung. Diese beinhaltet das proximale Histidin
und den konservierten Arginin- und Aspartatrest auf der distalen Seite des Häms. Dieses Modell
zeigt ebenfalls hohe Homologie zu den theoretischen Modellen für vier potentielle DyP-Typ
Peroxidasen aus P. ostreatus (Ruiz-Dueñas et al. 2011). Obwohl die rPsaDyP zur AauDyP eine
Identität von 43% hat, kann SWISS-MODEL das Häm nicht in die Struktur integrieren. Folglich
unterscheidet sich die rPsaDyP in diesem Punkt von dem Modell, da sie ein Häm besitzt. Sie ist
aktiv und zeigt auch die für Hämenzyme typische Soret-Bande (Abb. 3.40). Auch eine spezi ische
Färbung für Häm- und Metallenzyme wurde erfolgreich mit dem Enzym durchgeführt (Abb.
3.46).

4.3.2 Heterologe Expression in Trichoderma reesei

Die DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus wurde erfolgreich in dem Ascomyceten Tricho-
derma reesei heterolog exprimiert, dabei wurde Aktives Enzym erhalten und in den Kulturüber-
stand sekretiert. Die im Verlauf dieser Arbeit produzierte und hier beschriebene rPsaDyP ist
somit bislang die erste heterolog exprimierte DyP-Typ Peroxidase aus der Gattung der Pleuroten.
Für die rekombinante DyP-Typ Peroxidase im Kulturüberstand wurde gegenüber dem Substrat
ABTS eine Aktivität von 55 000UL−1 ermittelt. Die klassische DyP aus Bjerkandera adustawurde
in Aspergillus oryzae heterolog exprimiert. Durch die heterologe Expression wurde im Vergleich
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zum Kulturüberstand von Bjerkandera adusta eine 42-fach höhere Aktivität gegenüber dem Sub-
strat Reactive blue 5 (8 · 102 UL−1 Kultur) erhalten. Bei der heterologen Expression der PsaDyP
in Trichoderma reesi wurde gegenüber RB5 eine um eine Potenz höhere Aktvität (5 · 103 UL−1
Kultur) erhalten. Aufgrund der hohen Aktivitätsausbeute eignet sich der Wirtsorganismus gut
für die Produktion ausreichender Mengen Enzym für biotechnologische Applikationen.
Das rekombinante Enzym zeigt ein Absorptionsmaximum bei 409 nm und zwei weitere Maxima
im Bereich von 510 und 640 nm (Abb. 3.40). Sowohl Lignin- als auch Manganperoxidasen
enthalten Häm als prosthetische Gruppe. Die nativen Enzyme zeigen eine starke Absorptions-
bande bei ca. 407 nm (Soret-Bande) sowie zwei schwächere Banden (α und β) bei ca. 500 und
630nm, die auf der Absorption der Porphyrinstrukturen des Häms beruhen (Glenn und Gold
1985, Renganathan und Gold 1986). Das Vorhandensein dieser sogenannten Soret-Bande in der
rPsaDyP zeigt, dass das rekombinante Enzym eine Hämgruppe enthält. Für die Produktion der
aktiven rPsaDyP in demWirtsstammTrichoderma reeseiwar kein exogenesHämerforderlich. Für
andere, in heterologen Wirtsorganismen produzierte DyP-Typ Peroxidasen, wie die in A. oryzae
produzierte rBadDyP wurde vergleichbares beschrieben (Sugano et al. 2000).

4.3.2.1 Ermi lung des Glykosylierungsgrades und des N-Terminus der rPsaDyP

Davon ausgehend, dass es sich bei der PsaDyP um ein extrazelluläres Enzym handelt, wurde
das Protein auf Glykosylierung untersucht. Für die in Trichoderma reesei heterolog exprimierte
DyP-Typ Peroxidase wurde mittels SDS-PAGE ein apparentes Moleklargewicht von 57,4 kDa
bestimmt (Abb. 3.43). Das ermittelte apparente Molekulargewicht stimmt mit dem aus der
Primärsequenz berechneten Molekulargewicht überein. Dies deutete zunächst darauf hin, dass
das rekombinante Enzym nicht glykosyliert ist. Mittels NetNGly 1.0 (Gupta et al. 2004) und
NetOGly 4.0 (Steentoft et al. 2013) wurden allerdings für das Enzym vier potentielle N- und eine
potentielle O-Glykosylierungsstelle ermittelt (Abb. 3.31 ). Für die AauDyP wurden ebenfalls vier
potentielle Glykosylierungsstellen ermittelt, von denen tatsächlich drei glykosyliert vorliegen
(Strittmatter et al. 2013a). Daher wurde versucht, das Enzym mit PNGase F zu deglykosy-
lieren. Anschließend wurde mittels SDS-PAGE ein niedrigeres apparentes Molekulargewicht
der DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus sapidus von 52,8 kDa nachgewiesen (Abb. 3.47). Diese
Differenz in den Molekulargewichten entspricht einem Glykosylierungsgrad des rekombinanten
Enzyms von ca. 9%, der mit dem Kohlenhydratgehalt der DyP-Typ Peroxidase MsP2 (Scheibner
et al. 2008) vergleichbar ist. Da der Grad der Glykosylierung vom Expressionsorganismus
abhängt, kann hieraus nicht direkt auf den Glykosylierungsgrad des nativen Enzyms geschlossen
werden. Im Vergleich zu anderen DyP-Typ Peroxidasen weisen beide Enzyme einen niedrigen
Glykosylierungsgrad auf. Der Kohlenhydratgehalt der DyP-Typ Peroxidasen liegt typischerweise
zwischen 9% und 31% (Hofrichter et al. 2010). Die Glykosylierung ist typisch für sekretierte
Proteine und schützt diese vor Proteolyse, erhöht ihre Stabilität und Löslichkeit (Lis und Sharon
1993, Sugano et al. 2000, Varki et al. 2009).Weiterhin kann die Glykosylierung die anschließende
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Faltung von Proteinen und somit auch deren Funktion beein lussen (Varki et al. 2009). Für
die BadDyP wurde gezeigt, dass die Enzymaktivität unabhängig vom Glykosylierungsgrad des
Proteins ist, eine geringere Glykosylierung jedoch zu einer Abnahme der Thermostabilität führt
(Sugano et al. 2000, Sugano et al. 2004). Dies geht mit der relativ niedrigen Thermostabilität der
rPsaDyP einher (s. 3.4.9.3).
Für die in Trichoderma reesei heterolog exprimierte rPsaDyP wurde nach der Deglykosylierung
mittels SDS-PAGE ein niedrigeres apparentes Molekulargewicht ermittelt. Dies deutet darauf hin,
dass das Enzym in T. reesei weiter prozessiert wurde. Daher wurde die N-terminale Sequenz
der rPsaDyP mittels Edman-Sequenzierung bestimmt. Dabei wurde die Sequenz AT?GTFLPLEEI
als N-terminale Aminosäuresequenz identi iziert, wobei durch den Edman-Abbau die dritte
Aminosäure nicht eindeutig identi iziert werden konnte. Die ermittelte Sequenzwurde in der aus
der cDNA abgeleiteten Sequenz identi iziert (Abb. 3.29). Der Vergleich legt nahe, dass es sich bei
der nicht identi izierten Aminosäure um einen Asparaginrest handelt. Besondere Schwierigkei-
ten bei der Bestimmung von Aminosäuresequenzen mittels Edman-Abbau bilden glykosylierte
Abschnitte. Der ermittelte N-Terminus enthält eine potentielle N-Glykosylierungsstelle mit der
Konsensussequenz N-X-S/T, durch die die nicht eindeutig identi izierte Aminosäure erklärt wer-
den kann. Die reife rPsaDyP besteht aus 453 Aminosäuren und hat ein berechnetes Molekularge-
wicht von 50,0 kDa. Sie besitzt ein 62 Aminosäuren langes Signalpeptid (Abb. 3.48). Der Vergleich
der Sequenz mit anderen DyP-ähnlichen Enzymen aus Basidiomyceten legt nahe, dass auch
das native Enzym diesen N-Terminus besitzt. Sugano et al. (2000) verglichen die rekombinant
in Aspergillus oryzae produzierte DyP-Typ Peroxidase aus Bjerkandera adusta mit der nativen
BadDyP und zeigten, dass die Enzyme den selben N-Terminus haben. Uberraschenderweise
erfolgt die Prozessierung beider Peroxidasen in verschiedenen heterologen Wirtsorganismen
wie A. oryzae und T. reesei. Der identische N-Terminus der rekombinanten und nativen BadDyP
macht eine autokatalytische Spaltstelle in der Aminosäuresequenz wahrscheinlich (Sugano et al.
2000). Ist dies tatsächlich der Fall, erfolgt die Prozessierung des nativen Enzymsmöglicherweise
in zwei Schritten: In einem ersten Prozessierungsschritt durch eine Signalpeptidase und in
einemzweiten, autokatalytischenProzess durch das Enzymselbst. Andererseits sind bereits viele
unterschiedliche Signalpeptidemit variablen Längen und Strukturen bekannt (Kreil 1981), daher
könnten einige Enzyme aus Pilzen eine bislang unbekannte Peptidaseschnittstelle besitzen.

4.3.3 Etablierung einer geeigneten Reinigungsmethode

DerKulturüberstandwurde zunächstmit demMacrosep™Zentrifugalsystem(Pall, 10 kDaMWCO)
konzentriert, um niedermolekulare Substanzen und Proteine mit einer Größe kleiner 10 kDa
abzutrennen und das Zielprotein zu konzentrieren. Die anschließende Reinigung sollte mittels
hydrophober Interaktionschromatographie (HIC) und Ionenaustauschchromatographie (IEX)
erfolgen. Dabei zeigte sich, dass die größte Herausforderung der Reinigung die Abtrennung eines
Proteins mit ähnlicher Größe war. Dieses Protein zeigte sich in der SDS-PAGE als Bande oberhalb
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des Zielproteins und bildete mit diesem eine Doppelbande (Abb. 3.43). Beide Banden zeigten
eine ähnliche Intensität. Daher könnte es sich bei diesem Protein um den Selektionsmarker
Acetamidase handeln, der mit dem Zielenzym koexprimiert wird und daher in vergleichbaren
Mengen im Kulturüberstand vorkommt. Die Acetamidase hat eine ähnliche Größe (60 kDa)
und einen ähnlichen pI (6,2) wie das Zielprotein (57 kDa; pI 6,7). Die HIC beruht auf dem
Prinzip der hydrophoben Wechselwirkung in Kombination mit dem Aussalzeffekt von Proteinen
und ermöglicht es daher auch, Proteine mit einem ähnlichen pI zu trennen. Als erster Reini-
gungsschritt wurde daher eine Hydrophobe Interaktionschromatographie an Phenyl-Sepharose
durchgeführt. Hierdurch wurde eine beinahe vollständige Abtrennung des Proteins, das mit
dem Zielenzym eine Doppelbande bildete, sowie eine erste Abtrennung anderer Fremdproteine
erreicht. Allerdings wurde dadurch keine ausreichende Reinheit der Peroxidase für eine Cha-
rakterisierung erreicht. Daher wurde eine zweite Reinigungsstufe angeschlossen. Die rPsaDyP
weist einen berechneten pI zu 5,7 auf. Eine isoelektrische Fokussierung mit konzentriertem
Kulturüberstand und anschließender Aktivitätsfärbung hatte ergeben, dass der pI der rPsaDyP
eher im neutralen Bereich (pH 6-7) liegt. Typischerweise liegt der pI der in der Literatur
beschriebenen DyP-Typ Peroxidasen im sauren Bereich (< pH 4). Aufgrund der Abweichung des
Isoelektrischen Punktes wurde die rPsaDyP nicht, wie für andere DyP-Typ Peroxidasen beschrie-
ben, mittels Anionentauscher gereinigt, sondern der Fokus bei der Auswahl eines geeigneten
Trennprinzips auf Kationentauscher gelegt. Bei der Verwendung von Kationentauschern sollte
der pH-Wert des Startpuffers mindestens eine pH-Einheit unter dem pI des Zielenzyms liegen.
Da für die rPsaDyP im Kulturüberstand ein Aktivitätsoptimum bei pH 4 ermittelt wurde, wurde
für die Ionenaustauschchromatographie ein Puffer mit diesem pH-Wert gewählt. Unter diesen
Bedingungen ist das Enzym positiv geladen und kann so mit dem Säulenmaterial interagieren.
Das Enzym wurde mit einem NaCl-Gradienten eluiert. Die Zugabe von Natriumchlorid führte zu
einer Reduzierung der Enzymaktivität, die jedoch nach Dialyse regeneriert werden konnte. Unter
Verwendung von Säulen aus demHiTrap IEX selectionKitwurde ein geeigneter Kationentauscher
ermittelt. Mit den untersuchten Kationenaustauschsäulen wurde eine weitere Reinigung des
Zielproteins erreicht, wobei ein starker Kationentauscher (HiTrap SP FF) eine deutlich bessere
Trennleistung ermöglichte als ein schwacher Kationentauscher (HiTrap CM FF). Durch die
Kombination von HIC und IEX wurde die rPsaDyP erfolgreich gereinigt. Im SDS-Gel war nur noch
eine Hauptbande erkennbar (Abb. 3.35). Durch die Reinigung wurde eine Anreicherung um den
Faktor 5 erzielt und eine spezi ische Aktivität von 9,1 Umg−1 erhalten (Tab. 3.5).
Für die DyP-Typ Peroxidase wurde eine Reinheitszahl (RZ; s. 2.5.8) von 1,1 ermittelt. Diese ist
vergleichbar mit der für die DyP-Typ Peroxidase aus Auricularia auricula-judae beschriebene RZ
nach einer dreistu igen Reinigung des Enzyms mittels FPLC (Liers et al. 2010, 2013a). In der
Literatur werden für gereinigte DyP-ähnliche Enzyme Werte von 0,8 für die DyP aus Mycena
epipterygia (Liers et al. 2013a) bis 3,2 für die rekombinante DyP-Typ Peroxidase (MsP1) aus
Mycetinis scorodonius (Szweda et al. 2013) beschrieben. Für dieMeerrettichperoxidase, die häu ig
als Markerenzym mit anderen Proteinen konjugiert wird, wurde eine Reinheitszahl von 3,1
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beschrieben (Nakane und Kawaoi 1974). Die Reinheitszahl ist der Quotient aus der Absorption
des Enzyms bei 409 nm und 280nm. Die Absorption bei 409 nm spiegelt den Gehalt von Häm
in der Enzymlösung wider, wohingegen die Absorption bei 280 nm die Proteinkonzentration
widerspiegelt. Daher wird die Reinheitszahl wesentlich durch die Anzahl der absorbierenden
Gruppen des Proteins beein lusst. Die rPsaDyP weist deutlich mehr absorbierende Gruppen auf
als die Meerrettichperoxidase (45:26). Demnach zeigt die rPsaDyP eine relativ hohe Absorption
bei 280 nm. Dies bedeutet, dass sich bei gleicher Reinheit eine wesentlich kleinere Reinheitszahl
ergibt.

4.3.4 Bes mmung der na ven Konforma on

Da die rPsaDyP einen relativ hohen pI besitzt und daher nur schlecht in Clear Native Gele
einwandert, wurde die Größe des nativen Proteins mittels Blue Native PAGE und anschließender
Aktivitätsfärbung untersucht. Dabeiwurde für die rPsaDyP ein apparentesMolekulargewicht von
115 kDa bestimmt (Abb. 3.44). Bei der Blue Native Gelelektrophorese wird das denaturierende
Detergenz SDS durch SERVA Blue G ersetzt. Dieser Farbstoff ist ebenfalls negativ geladen.
Durch Bindung an hydrophobe Ober lächenbereiche und basische Aminosäuren der Proteine
bilden sich negativ geladene Farbstoff-Protein-Komplexe. Die native Struktur der Proteine bleibt
erhalten, da der Farbstoff nicht als Detergenz wirkt. Die Farbstoff-Protein-Komplexe wandern
bei physiologischem pH durch den Ladungsshift zur Anode. Allerdings führt die Bindung großer
Mengen Farbstoff von sehr hydrophoben Proteinen zu einer Instabilität von Komplexen und
kann zu deren Dissoziation führen (Wittig und Schägger 2008). Daher wurde die Größe des
nativen Proteins zusätzlich mittels Gel iltrationschromatographie (Superdex 200) überprüft.
Mittels dieser Methode wurde eine apparente Größe von 122 kDa (Abb. 3.45) für die Peroxidase
ermittelt. Mit Hilfe der beiden Methoden wurde für das native Enzym ein vergleichbares
Molekulargewicht bestimmt, das ungefähr doppelt so groß ist wie das apparente Gewicht der
rPsaDyP unter denaturierenden Bedingungen (57,5 kDa). Die Blue Native Elektrophorese zeigt
dabei vermutlich aufgrund der arti iziellen negativen Ladung des Proteins, die die Bindung von
SDS bei der denaturierenden PAGE nachahmt, ein Ergebnis, das exakt das Dimer widerspiegelt.
Das etwas größere apparente Molekulargewicht, das mittels GFC ermittelt wurde, ist vermutlich
auf die Glykosylierung und die Form des Dimers zurückzuführen. Wahrscheinlich hat das
Dimer keine globuläre Form und besitzt daher einen größeren Stokesradius, als sich aus den
Molekulargewichten der Monomere ableiten lässt. Der Nachweis der rekombinanten PsaDyP
im Gel erfolgte mittels Aktivitätsfärbung. Dies deutet darauf hin, dass die Quartärstruktur des
nativen Enzyms ein Dimer ist und das Enzym auch in dieser Form aktiv ist. Die Behandlung mit
SDS führt dazu, dass die rekombinante Peroxidase ihre Aktivität vollständig verliert. Dabei ist
unklar, ob dieser Aktivitätsverlust auf die Trennung des Dimers in die Monomere oder auf eine
Denaturierung des Enzyms zurückzuführen ist. Die klassische DyP (BadDyP) ist ein Monomer,
allerdings bilden verschiedene andere DyP-Typ Peroxidasen, vor allem aus Prokaryonten, eine
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Vielfalt höherer Quartärstrukturen, die vonMonomeren bis Hexameren reicht. Die Gründe für die
Oligomerisierung wurden bereits mehrfach diskutiert, sind allerdings bislang noch nicht geklärt.
Zubieta et al. (2007) verglichen die Struktur der prokaryotischen DyP-Typ Peroxidase TyrA, die
ein Dimer bildet, mit der Struktur der BadDyP, die als Monomer vorliegt und zeigten, dass bei
der BadDyP Sequenzinsertionen vorhanden sind. Sequenzanalysen zeigen, dass einige der Reste,
die bei TyrA die Dimerisierung vermitteln, benachbart zu Insertionen in der BadDyP liegen. Bei
TyrA ist eine Schleife zwischen den β-Strängen 8 und 9 an der Bildung des Dimers beteiligt.
Anhand eines Vergleichs der dreidimensionalen Strukturen von TyrA und BadDyPwurde gezeigt,
dass die BadDyP eine zusätzliche Schleife im Bereich des Dimerisierungsinterface besitzt. Die
Autoren vermuteten, dass dadurch eine Dimer-Bildung der BadDyP verhindert wird. Sugano
(2009) vermutete ebenfalls, dass die Quartärstruktur der Enzyme durch Sequenzinsertionen
beein lusst wird, die die Bildung der monomeren Form begünstigen. Die Autoren zeigten, dass
die klassische DyP im Vergleich zu DyP-Typ Peroxidasen, die Oligomere bilden, Insertionen in
der Primärsequenz aufweist, die den anderen fehlen. Allerdings zeigen die Primärsequenzen von
MsP1undMsP2hoheHomologien zurBadDyPundweisendiese Insertionen ebenso auf. Dennoch
liegen sienativ alsDimerevor (Scheibner et al. 2008).DaherwirddieBildungderQuartärstruktur
der Enzyme nicht zwangsläu ig durch Sequenzinsertionen beein lusst. Ein Sequenzvergleich der
rPsaDyP mit TyrA und der BadDyP zeigt, dass die rPsaDyP ebenfalls diese Insertionen besitzt.
Dennoch liegt das Enzym nativ als Dimer vor.

4.3.5 Biochemische Charakterisierung

DyP-Typ Peroxidasen sind typischerweise sekretierte Glykoproteine mit einem Molekularge-
wicht von 40 - 67 kDa (bezogen auf ein Monomer) und einem isoelektrischem Punkt im sauren
Bereich (3,5-4,3) (Hofrichter et al. 2010). Das Monomer der rPsaDyP hat ein Molekularge-
wicht von 57,4 kDa und somit eine durchschnittliche Größe für ein Enzym der Familie der
DyP-ähnlichen Enzyme. Das Molekulargewicht der rPsaDyP ist mit dem der klassischen DyP
(60 kDa) vergleichbar. Im Gegensatz zu anderen Enzymen dieser Familie besitzt die rPsaDyP
einen apparenten pI im neutralen Bereich (6,7, Abb. 3.46). Der experimentell ermittelte pI weicht
stark von dem aus der Sequenz berechneten pI (5,7) ab. Dieser Unterschied ist vermutlich auf
die Glykosylierung des Enzyms zurückzuführen. Zum einen werden Oligosaccharide an geladene
Aminosäuren ander Proteinober läche gebunden, zumanderen könnendie Zuckerreste aufgrund
ihrer Größe Ladungen abschirmen und so den apparenten pI beein lussen. Die Nettoladung eines
Enzyms beein lusst dessen Löslichkeit, Aktivität und Stabilität (Shaw et al. 2001).
Ligninolytische Peroxidasen aus Pilzen (LiP, VP, DyP) zeigen, ebenso wie p lanzliche Peroxidasen,
die höchste Aktivität in einem sauren Milieu (pH 1,5 – 5,0, Camarero et al. 1999, Gazarian et al.
1996, Liers et al. 2010, McEldoon et al. 1995). Das pH-Pro il der rPsaDyP zeigt in Abhängigkeit
vom Substrat ein Aktivitätsmaximum zwischen pH3,5 bis 4,5. Damit ist das Pro il gegenüber
anderen DyP-Typ Peroxidasen leicht zu höheren pH-Werten verschoben. Eine Ausnahme bilden
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die Substrate Annatto und β-Carotin. Obwohl für β-Carotin ebenfalls ein pH-Optimum von 3,5
bestimmt wurde, zeigt das pH-Pro il eine hohe Enzymaktivität über den gesamten untersuchten
pH-Bereich (pH 2-6, Abb. 3.51). Für den Abbau von Annatto hingegen wurde ein pH-Optimum
von pH6,0 bestimmt, das höher liegt als bei den anderen Substraten, aber mit dem pH-Optimum
von MsP1 für dieses Substrat übereinstimmt (Schmidt, unveröffentlicht). Für die Umsetzung
verschiedener Substrate wie Veratrylalkohol und Adlerol beschreiben Liers et al. (2010) für die
AauDyP zusätzlich pH-Optima, die deutlich in den sauren Bereich verschoben sind (pH1,4 – 2,5).
Das pH-Optimum für die Oxidation phenolischer Substrate liegt hingegen – vergleichbar mit der
rPsaDyP–etwashöher (pH3,5-4,5, Liers et al. 2013b). DerpHvonHolz liegt gewöhnlich zwischen
3 und6. In derMikroumgebung vonWeißfäulepilzen kannder pH-Wert deutlich niedrigereWerte
bis zu einem pH von 2,5 aufweisen (Gamauf et al. 2007). Als Bestandteile des Sekretoms zeigen
DyP-Typ Peroxidasen daher häu ig pH-Optima im stark sauren Bereich und im Zusammenhang
damit auch eine große Stabilität unter sauren Bedingungen. Die hohe pH-Stabilität könnte eine
Grundvoraussetzung für die Oxidation nicht-phenolischer Ligninstrukturen unter natürlichen
Bedingungen sein (Liers et al. 2010).
Für die rPsaDyP wurde die höchste Aktivität zwischen 15 °C und 30 °C ermittelt. Dies ist
vergleichbarmit den in Abhängigkeit von der Temperatur bestimmtenAktivitäten für die BadDyP
(Kim und Shoda 1999b). Für kurze Inkubationszeitenwurden für dieMscDyP Temperaturoptima
von bis zu 60 °C ermittelt (Pühse et al. 2009). Die Aktivität der rPsaDyP nahm bei Temperaturen
oberhalb von 35 °C kontinuierlich ab und lag bei 50 °C noch bei bis zu ~65% (Abb. 3.54). Die
Temperaturstabilität der rPsaDyP ist im Vergleich zur MscDyP wesentlich niedriger. Dies ist
wahrscheinlich auf einen niedrigen Glykosylierungsgrad der rPsaDyP zurückzuführen.
Wie bereits beschrieben weist die rPsaDyP auf der Ebene der Primärsequenz eine Identität von
95% zu einer potentiellen DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus ostreatus (PosDyP) auf. Diese wird
in der Literatur (Faraco et al. 2007) mit einer Remazol Brilliant Blue R (RBBR) entfärbenden
Peroxidase (Shin et al. 1997) aus dem Sekretom des Pilzes gleichgesetzt. Die rPsaDyP und die
RBBR entfärbende Peroxidase besitzen einige Ahnlichkeiten aber auch Unterschiede. So weisen
beide Enzyme die höchste Aktivität im sauren Bereich auf und besitzen ein Temperaturoptimum
zwischen 20 °C und 30 °C. Allerdings weicht der Isoelektrische Punkt der beiden Enzyme
stark voneinander ab. So besitzt die RBBR einen pI von 3,0 während der pI der rPsaDyP
6,7 beträgt. Auch die ermittelten apparenten Größen der beiden Enzyme sind unterschiedlich.
Die rPsaDyP hat ein Molekulargewicht von 57 kDa bzw. 53 kDa (deglykosyliert), wohingegen
die von Shin et al. (1997) isolierte Peroxidase ein Molekulargewicht von 73 kDa bzw. 45 kDa
(deglykosyliert) aufweist. Die Größe des deglykosylierten Enzyms weicht damit auch stark von
der postulierten Größe der potentiellen reifen PosDyP ab (50 kDa; Faraco et al. 2007). Obwohl
die Glykosylierung eines Enzyms von dem Organismus abhängt, in dem es gebildet wird, deutet
ein Glykosylierungsgrad von 38% bzw. 9% darauf hin, dass die DyP-Typ Peroxidase und die
RBBR entfärbenden Peroxidase aus P. ostreatus nicht gleichzusetzen sind. Außerdem scheinen
die N-Termini beider Enzyme verschieden zu sein, da die N-terminale Aminosäure des von Shin
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et al. (1997) beschriebenen Enzyms mittels Edman-Abbau nicht bestimmt werden konnte, was
darauf hindeutet, dass der N-Terminus dieses Enzyms blockiert sein könnte. Der N-Terminus der
rPsaDyP wurde hingegen identi iziert.

4.3.5.1 Bes mmung op maler Reak onsbedingungen

Die Aktivität des rekombinanten Enzyms wurde in verschiedenen Puffersystemen untersucht.
In Analogie zu den Untersuchungen der DyP-Typ Peroxidasen MsP1 und MsP2 von Scheibner
et al. (2008)wurde die Aktivität des Enyzms in einemNatriumacetat-Puffer bestimmt. Zusätzlich
wurdenachZorn et al. (2003b) die Enzymaktivität inMcIlvaine-Puffer – einemCitronensäure/Na-
triumhydrogenphosphat-Puffer – bestimmt. Daneben wurde der Ein luss der verwendeten Salze
untersucht, indem ein Kaliumacetat- bzw. ein K-McIlvaine-Puffer verwendet wurde. Außerdem
wurde ein Natriumtartrat-Puffer (Liers et al. 2010, AauDyP) und ein HCl/Glycin-Puffer ver-
wendet, um den sauren pH-Bereich bis pH 1,2 abzudecken. Die Verwendung von Kalium- statt
Natriumsalzen für die Puffer führte zu keiner signi ikanten Veränderung der Enzymaktivität.
Für die Umsetzung der Substrate ABTS und β-Carotin wurden die höchsten Aktivitäten in den
untersuchten Acetatpuffern detektiert. Dabei wurde für die Umsetzung von ABTS ein optimaler
pH-Wert von 3,8 (Abb. 3.52) und für die Umsetzung von β-Carotin pH3,5 als optimaler pH-Wert
ermittelt. Alle weiteren Versuche wurden deshalb im Natriumacetat-Puffer durchgeführt.
Die rPsaDyP ist in einem breiten Temperatur- und pH-Bereich aktiv. Substrate werden von dem
Enzym bis zu 75 °C umgesetzt, wobei sie bei 50 °C noch eine Aktivität von bis zu 65%hat. Bei 4 °C
bzw. 25 °C bleibt sie unter Reaktionsbedingungen im Natriumacetat-Puffer zwischen pH3 und
pH6 über mehrere Stunden aktiv und besitzt nach 24 h noch bis zu 60% ihrer Ausgangsaktivität.
Tendenziell bleibt die Aktivtät des Enzyms bei höheren pH-Werten länger stabil. Vergleichbare
Ergebnissewurden für die Lagerung inMcIlvaine-Puffer gezeigt, allerdingsnahmdieAktivität des
Enzyms früher ab. Im HCl/Glycin-Puffer pH 3,0 ist die rPsaDyP ebenso wie im McIlvaine-Puffer
pH 3,0 nur kurze Zeit aktiv und hat nach 0,5 h fast vollständig die Aktivität verloren. Dieser
Aktivitätsverlust ist nicht auf den pH-Wert zurückzuführen, da das Enzym bei diesem pH-Wert
im Natriumacetat-Puffer aktiv ist. Daher wäre es möglich, dass das Enzym bei diesem pH-Wert
mit einer der Pufferkomponenten interagiert und inaktiviert wird.
Die höchste Aktivität zeigt die rPsaDyP bei der Verwendung von 50mM (β-Carotin) bzw.
100mM (ABTS) Natriumacetat-Puffer. Wird die Molarität des Puffers bei der Umsetzung von
ABTS weiter erhöht, sinkt die Enzymaktivität. Vergleichbare Effekte wurden bei Zugabe von
Salzen (Natriumchlorid bzw. Ammoniumsulfat) beobachtet. Wurde das Enzym für den Assay
in Wasser vorverdünnt, blieb die Aktivität über einen längeren Zeitraum stabil, als bei einer
Vorverdünnung in Puffer. Für den technischen Aufschluss von Lignocellulosen werden häu ig
Lösungsmittel eingesetzt. Daher wurde für einen potentiellen Einsatz des Enzyms bei der
Verwertung von Reststoffströmen bzw. für die Umsetzung von Ligninmodellsubstraten, die
in organsichen Lösungsmitteln gelöst werden, die Stabilität des Enzyms gegenüber Ethanol
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untersucht. Bei der Verwendung von 30% Ethanol im Assay verlor das Enzym nach 1 h über 50%
seiner Ausgangsaktivität. Dies ist vermutlich auf den niedrigen Glykosylierungsgrad der rPsaDyP
im Vergleich zu anderen DyP-Typ Peroxidasen (MsP1 23% bzw. BadDyP 17%; Scheibner et al.
2008, Sugano et al. 1999) zurückzuführen.
DyP-Typ Peroxidasen sind katalytisch außerordentlich vielseitig und stabil (Pühse et al. 2009).
Sie besitzen ein hohes Redoxpotential (1,1 bis 1,2 V), weshalb zahlreiche Substrate als Elektro-
nendonoren dienen können (Liers et al. 2013a). Daher sind DyP-Typ Peroxidasen in der Lage, ein
breites Spektrum komplexer Farbstoffe, insbesondere xenobiotische Anthrachinonderivate wie
auch typische Peroxidasesubstrate wie ABTS und Phenole zu oxidieren (Sugano 2009). Einige
DyP-Typ Peroxidasen spalten auch β-Carotin (Scheibner et al. 2008) und andere Carotinoide,
nicht-phenolischeVerbindungenwieVeratrylalkohol sowie dasβ-O-4 LigninmodelldimerAdlerol
(Liers et al. 2010).

4.3.5.2 Einfluss von Wasserstoffperoxid auf die Enzymak vität

Mit ABTS als Substrat nahm die Peroxidaseaktivität signi ikant ab, wenn im Assay die H2O2-Kon-
zentration 0,125mM überstieg. Bei H2O2-Konzentrationen unterhalb von 0,125mM war die
Enzymaktivität abhängig vonder Substratkonzentration ebenfalls verringert, da für diemaximale
Aktivität die H2O2-Konzentration limitierend war. Vergleichbare Ergebnisse wurden auch für
die anderen untersuchten Substrate ermittelt. Die Hemmung der Peroxidaseaktivität durch
einen Uberschuss an Wasserstoffperoxid in Abwesenheit reduzierender Substrate über eine
Selbstmord-Inaktivierung ist bereits lange bekannt (Arnao et al. 1990b), aber für DyP-Typ
Peroxidasen noch nicht abschließend geklärt. Arnao et al. (1990a) untersuchten die Kinetik
des Inhibierungsweges der Meerrettichperoxidase in Konkurrenz zu der Oxidation von ABTS.
Baynton et al. (1994) kombinierten die von Nakajima und Yamazaki (1987) und Arnao et
al. (1990a,b) beschriebenen Inaktivierungsmechanismen und untersuchten die Inhibierung in
Abwesenheit und Gegenwart von Phenolen.
Bei den bisher beschriebenen Inhibierungswegen spielt auch die Bildung der Verbindung II eine
wichtige Rolle, deren Existenz für den Reaktionsweg der DyP-Typ Peroxidasen bisher nicht
nachgewiesen wurde (Hofrichter et al. 2010, Sugano et al. 2007). In dem für die klassischen
Peroxidasen beschriebenen katalytischen Kreislauf wird das native Enzym in Gegenwart von
reduzierenden Substraten, zunächst durch Ubertragung von zwei Elektronen auf H2O2 zu Ver-
bindung I oxidiert. Durch die Ubertragung eines Elektrons vom reduzierenden Substrat wird
Verbindung II gebildet, die durch die Reaktion mit einem weiteren Substratmolekül zum nativen
Enzym reduziert wird. In Anwesenheit von reduzierenden Substraten konkurrieren H2O2 und
die Substrate um die Reaktionmit Verbindung I bzw. II. Die Reaktionmit H2O2 führt zur inaktiven
Formdes Enzyms (Arnao et al. 1990a), die bei einemUberschuss anH2O2 vermehrt gebildetwird.
Zusätzlich können alle am katalytischen Kreislauf beteiligten Verbindungen (I und II) sowie das
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native Enzym durch freie Substratradikal-Intermediate in die inaktive Form überführt werden
(Baynton et al. 1994).

natives Enzym Verbindung I

Verbindung II

S

P

H2O2

S

P

S

PO2
·-

H2O2 H2O

H2O

H2O2 H2O

Verbindung III

P-670

Abbildung 4.6: Möglicher Katalyse- und Inhibierungsweg der Meerre chperoxidase verändert nach Dequaire
et al. (2002)

Für die Art der Inaktivierung der Meerrettichperoxidase bei einem Uberschuss von Wasserstoff-
peroxid wurden zwei verschiedene Wege beschrieben. Die Art der Inaktivierung hängt dabei
von der H2O2-Konzentration ab. Die Hemmung durch H2O2-Konzentrationen unter 1,0mM ist
vorwiegend reversibel, während mit steigenden H2O2-Konzentrationen die Hemmung überwie-
gend irreversibel ist (Baynton et al. 1994). Bei der irreversiblen Inaktivierung des Enzyms
reagiert Verbindung I vermehrt mit H2O2 und die inaktive Verdo-Häm-Form (P-670) des Pro-
teins wird akkumuliert (Abb. 4.6). Der reversible Weg bezieht die Bildung einer sogenannten
Oxyperoxidase-Form des Enzyms (Verbindung III) durch die Reaktion von Verbindung II mit
H2O2 mit ein, deren Struktur eine Ahnlichkeit zum Oxyhämoglobin aufweist. Dies bedeutet nicht
notwendigerweise ein endgültiges Ausscheiden des Enzyms aus dem katalytischen Zyklus. Für
die Meerrettichperoxidase gibt es Hinweise darauf, dass das Enzym langsam durch spontanen
Zerfall der Verbindung III in den Grundzustand zurückkehren kann, wobei ein Superoxidion
entsteht. Weiterhin kann Verbindung III durch verschiedene Elektronendonoren (auch durch
die reduzierte Form des Cosubstrats) zu Verbindung I reduziert werden und so wieder in
den katalytischen Zyklus eintreten (Dequaire et al. 2002). Einige Peroxidasen, wie beispiels-
weise die Mikroperoxidasen, zeigen eine geringe Wasserstoffperoxidtoleranz, während andere
Peroxidasen eine Resistenz gegenüber Wasserstoffperoxid zeigen (Gil-Rodrı́guez et al. 2008,
Khosraneh et al. 2007). Der Grad der Hemmung durch Wasserstoffperoxid variiert abhängig
vom verwendeten Substrat stark (Kim und Shoda 1999b). Die Inhibierung ist somit sowohl vom
Enzym als auch vom verwendeten Substrat sowie deren Konzentrationen abhängig. Kim und
Shoda (1999b) zeigten, dass die Aktivität der klassischen DyP aus Bjerkandera adusta für RB5
inhibiert wurde, sobald eine H2O2-Konzentration von 0,2mM bei einer konstanten Enzymkon-
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zentration von 0,6 nM überschrittenwurde. Die Aktivität für AQ-2‘ (RB5 Derivat) wurde bei einer
konstanten Enzymkonzentration von 2,8 nM bereits inhibiert, sobald die H2O2-Konzentration
von 0,1mM überschritten wurde. Dieser Effekt für die Inhibierung durch Wasserstoffperoxid
wurde ebenfalls für die rPsaDyPbeobachtet. DieAktivität des Enzymswurde inAbhängigkeit vom
Substrat unddessenKonzentrationunterschiedlich stark inhibiert,wobei unter denverwendeten
Reaktionsbedingungen die irreversible Hemmung und Bildung von P-670 vernachlässigt werden
kann. Die Aktivität für den Umsatz von ABTS wurde bei einer konstanten Enzymkonzentration
von 0,27 nM bei H2O2-Konzentrationen über 0,125mM inhibiert. Ein stärkerer Effekt wurde
für die Substrate DMP und Guajakol beobachtet. Bei einer konstanten Enzymkonzentration von
1,8 nM bzw. 4,5 nM (DMP bzw. Guajakol) wurde die Aktivität bereits stark gehemmt, sobald eine
H2O2-Konzentration von 0,062mM überschrittenwurde. Der stärkste Effektwurde für RB5 beob-
achtet. Bei einer konstanten Enzymkonzentration von 5,4 nM wurde die Enzymaktivität bereits
bei einer H2O2-Konzentration von 0,031mM gehemmt. Eine Hemmung der Enzymaktivität trat
bei den Substraten RB5, DMP undGuajakol somit bei niedrigerenH2O2-Konzentrationen als beim
Substrat ABTS auf.
Weiterhin wurde ein Ein luss der Pipettierreihenfolge der Bestandteile des Assays (s. 3.4.8.5.1)
auf den Inhibierungseffekt durch H2O2 auf die rPsaDyP untersucht. Dabei wurde gezeigt, dass die
höchste Peroxidaseaktivität erreicht wird, wenn der Reaktionspuffer unmittelbar vor Gebrauch
mit H2O2 vorgemischt wurde und die Reaktion mit dieser Mischung gestartet wurde. Vergleich-
bare Ergebnisse wurden erzielt, wenn die Reaktion mit dem Enzym gestartet wird. Der Start
mit H2O2/Puffer gewährleistete eine gute Durchmischung des Reaktionsansatzes und führte zu
den stabilsten Aktivitätsmessungen. Beim Starten der Reaktion mit H2O2 kann es zu lokalen
Inhibierungseffektenkommen, die dann zu einer verringertenEnzymaktivität führen. Das Starten
der Reaktion mit dem Substrat kommt einer Vorinkubation des Enzyms mit H2O2 gleich. Dies
führte im Vergleich zum Start der Reaktion mit H2O2/Puffer zu einer niedrigeren Enzymaktivität.
Bei der Umsetzung von ABTS wurde die Umsatzgeschwindigkeit weniger stark erniedrigt als
bei der Oxidation von Guajakol. Die Aktivität im Vergleich zur mit H2O2/Puffer gestarteten
Reaktion betrug etwa 60% bzw. 10%. Chung und Aust (1995) verfolgten spektrometrisch die
Bildung von Verbindung II und Verbindung III einer LiP während der Oxidation von Phenolen
bzw. von Veratrylalkohol. Dabei wiesen sie eine Akkumulation von Verbindung III bei der
Oxidation von Phenolen nach. Für den Schutz vor Inaktivierung der LiP durch Veratrylalko-
hol werden zwei Modelle vorgeschlagen. Bei dem ersten Modell wird Verbindung III durch
Veratrylalkohol-Kationenradikale ef izient in den Grundzustand überführt. Im anderen Modell
wird die Bildung von Verbindung III durch eine bevorzugte Reaktion von Verbindung II mit dem
Substrat gegenüber einer alternativen Reaktion mit H2O2 verhindert. Koduri und Tien (1995)
zeigten, dass das Substrat Guajakol bzw. Phenoxylradikale dieses Intermediat (Verbindung III)
nur teilweise in den Grundzustand überführen können und bei diesem Prozess deutlich weniger
ef izient als Veratrylalkohol sind. Dequaire et al. (2002) zeigten vergleichbare Ergebnisse für
die Meerrettichperoxidase. Verbindung III wurde durch verschiedene Elektronendonoren zu
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Verbindung I reduziert. Dies lässt auf eine Schutzfunktion des Substrates schließen. Für die
rPsaDyP kann ein ähnlicherMechanismus für die Regenerierung des inaktivierten Enzyms durch
die untersuchten Substrate angenommen werden. Dabei könnten ähnlich wie bei der Ligninper-
oxidase durch Guajakol nur geringe Mengen des inaktivierten Enzyms in den Grundzustand oder
zu Verbindung I überführt werden. ABTS hingegen führt vermutlich ähnlich wie Veratrylalkohol
zu einer ef izienteren Reaktivierung der rPsaDyP. Damit könnte auch erklärt werden, dass bei der
Umsetzung von ABTS im Gegensatz zu Guajakol nach Vorninkubation mit H2O2 keine lag-Phase
zu Beginn der Umsetzung beobachtet wurde.
Möglicherweise schützen verschiedene Substrate das Enzym unterschiedlich effektiv, da sie
das inhibierte Enzym unterschiedlich effektiv reduzieren und so in den katalytischen Kreislauf
zurückführen können. Zusätzlich könnte der Grad der Inhibierung auch durch den Km-Wert
des Enzyms bzw. der Intermediate zu den Substraten beein lusst werden. H2O2 konkurriert mit
dem Substrat um die Bindung am Enzym, sodass bei Substraten mit einem höheren Km eher
H2O2 gebunden und vermehrt inaktiviertes Enzymgebildetwird. Dadurch könnten abhängig vom
Substrat unterschiedliche Konzentrationen an H2O2 toleriert werden.
Generell lässt sich die Stabilität vonPeroxidasen gegenüberH2O2nur schwer vergleichen, da viele
verschiedene Faktoren wie pH-Wert, Zeit und Temperatur während der Inkubation einen großen
Ein luss haben (Böckle et al. 1999).

4.3.5.3 Untersuchung des Substratspektrums und Bes mmung der kine schen Parameter

Für eine funktionelle Einordnung der rPsaDyP sowie zur Bestimmung des Substratspektrums
wurde die Umsetzung verschiedener Substrate untersucht. Ein charakteristisches Substrat der
DyP-Typ Peroxidasen ist der Anthrachinonfarbstoff Reactive Blue 5 (Kim et al. 1995, Liers et al.
2013b), den diese im Gegensatz zu anderen Peroxidasen – wie beispielsweise LiP, VP und MnP –
ef izient oxidieren. Daher könnenDyP-Typ Peroxidasen analog zu den versatilen Peroxidasen, die
als Reactive Black 5:H2O2Oxidoreduktasen (EC 1.11.1.16) beschrieben werden, als Reactive Blue
5:H2O2 Oxidoreduktasen bezeichnet werden und unter einer eigenen EC-Nummer klassi iziert
werden (EC 1.11.1.19) (Hofrichter et al. 2010, Sugano 2009). Neben der Peroxidaseaktivität
zeigte Sugano (2009) auch eine H2O2-abhängige Hydrolasefunktion von DyP-Typ Peroxidasen,
durch die Analyse der Abbauprodukte von RB5 mittels ESI-MS. Die Entstehung des Produktes
Phtalsäure wird durch den Autor mit einer Hydrolasefunktion erklärt. Linde et al. (2015b)
hingegen schlagen einenPeroxidasemechanismus vor,wobei Phtalsäure durch spontanemZerfall
eines Zwischenproduktes entsteht.
Die rPsaDyP bindet mit hoher Af inität den Farbstoff RB5 (Km=24 μM) und setzt diesen ef izient
um. Die Af inität zu diesem Substrat ist vergleichbar mit den in der Literatur beschrieben Af ini-
täten von DyP-Typ Peroxidasen aus Bjerkandera adusta (54 μM) und Auricularia auricula-judae
(23 μM) (Kim und Shoda 1999b, Liers et al. 2010). Obwohl der Farbstoff RB5 von der rPsaDyP
mit vergleichbarer Af inität gebundenwird,wurde für die Entfärbungmit 7,5 · 105 s−1M−1 jedoch
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eine geringere katalytische Ef izienz als für die BadDyP und AauDyP ermittelt (4,8 · 106 s−1M−1

bzw. 5 · 106 s−1M−1).
Die Af initäten der rPsaDyP für ABTS und substituierte Phenole sind niedriger. Dennoch wurde
von den untersuchten Substraten für ABTS die höchste Aktivität und katalytische Ef izienz
ermittelt. Bei ABTS handelt es sich um einen der ef izientesten Elektronendonoren (Childs und
Bardsley 1975). Die katalytische Ef izienz der rPsaDyP ist mit 3,8 · 106 s−1M−1 vergleichbar mit
der katalytischen Ef izienz einer DyP-Typ Peroxidase aus Irpex lacteus (IlaDyP) (8,0 · 106 s−1M−1;
Salvachúa et al. 2013) und geringer als die der AauDyP (1,8 · 107 s−1M−1; Liers et al. 2010) und
der MscDyP (6,3 · 107 s−1M−1; Szweda et al. 2013). Allerdings ist auch die Af inität der rPsaDyP
zu ABTS etwas geringer als die Af initäten der AauDyP und MscDyP zu ABTS.
2,6-Dimethoxyphenol (DMP) und Guajakol sind substituierte Phenole mit zwei bzw. einer
Methoxygruppe als Substituenten. Sie ähneln den Lignin-Bausteinen und werden als klassische
Standardsubstrate für MnP verwendet. Während die BadDyP diese Phenole nur langsam umsetzt
(Sugano et al. 2000), setzten einige andere DyP-Typ Peroxidasen diese ef izient um (spezi ische
Aktvität 31 bis 278Umg−1; Liers et al. 2013b). Die spezi ischen Aktivitäten der rPsaDyP für
diese Substrate liegen in diesem Bereich (33Umg−1 und 41Umg−1 für DMP bzw. Guajakol)
und sind ebenfalls vergleichbar mit den Aktivitäten anderer Phenol-oxidierender Peroxidasen
aus Coprinopsis cinerea und Glycine max. Die Wechselzahlen kcat für die Umsetzung von DMP
(kcat= 60 s−1) bzw. Guajakol (kcat = 74 s−1) sind vergleichbar mit anderen DyP-Typ Peroxidasen
(AauDyP: kcat = 90 s−1 bzw. IlaDyP: kcat = 70 s−1; Liers et al. 2010, Salvachúa et al. 2013)
bzw. Manganperoxidasen (Bad MnP für DMP: kcat = 70 s−1; Wang et al. 2002) und höher als
bei Ligninperoxidasen (DMP: kcat = 27 s−1, Guajakol: kcat = 38 s−1; Ward et al. 2003) und den
versatilen Peroxidasen (für die Umsetzung von DMP ohne Mn(II): VP aus Pleurotus eryngii:
kcat = 3 s−1 oder BadVP: kcat = 2,3 s−1; Camarero et al. 1999, Mester und Field 1998). Die für
die rPsaDyP ermittelten Km-Werte liegen im Vergleich zu anderen Peroxidasen relativ hoch.
Dennoch ist die katalytische Ef izienz für die Oxidation von DMP vergleichbar mit einer MnP
aus Bjerkandera adusta (5,6 · 104 s−1M−1; Mester und Field 1998). Im Vergleich zu anderen
DyP-Typ Peroxidasen liegt die katalytische Ef izienz jedoch aufgrund der höherenKm-Werte der
rPsaDyP um eine Potenz niedriger. Wie bereits beschrieben ist die Größe des Häm-Kanals bzw.
der distalen Substratbindetasche ein limitierender Faktor. Guajakol ist ein einfach substituiertes
Phenol, wohingegen DMP ein zweifach substituiertes Phenol ist. Daher könnte die niedrigere
Af inität für DMP gegenüber Guajakol auf die Größe und den schlechteren Zugang zum aktiven
Zentrum zurückzuführen sein, falls diese dort umgesetzt werden.
Manganperoxidasen oxidieren bevorzugtMn2+ zu dem hochreaktivenMn3+, das für die Oxidation
vieler phenolischer Verbindungen verantwortlich ist. Neben der Mangan-abhängigen Oxidation
von Phenolen wurde für Manganperoxidasen aus Pleurotus Arten und Bjerkandera adusta eine
Mangan-unabhängige Reaktion beschrieben (Hein ling et al. 1998a, Palma et al. 2000). Giardina
et al. (2000) zeigten für verschiedene Isoformen einer MnP aus Pleurotus ostreatus, dass die
Aktivität gegenüber DMP und Guajakol durch den Zusatz von Mn2+ gesteigert wird. Die rPsaDyP
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oxidiert DMP ohne den Zusatz von Mn2+ und es wurde ebenso wie bei der BadDyP (Sugano
et al. 2000) nach Zugabe von Mangansulfat keine Steigerung der Aktvität gezeigt. Daneben
wurdeMn2+ direkt als Substrat der Peroxidase eingesetzt. Dabei wurde für die rPsaDyP ebenfalls
– wie für die von Liers et al. (2013b) untersuchten DyP-Typ Peroxidasen – keine Oxidation
von Mn2+ und somit keine Manganperoxidasefunktion nachgewiesen. Ein Strukturvergleich der
rPsaDyPmit verschiedenenMangan- und Ligninperoxidasen zeigte, dass die für MnP klassischen
Aminosäurereste (Glu, Glu, Asp), die für die Bindung vonMn(II) verantwortlich sind (nach Collins
et al. 1999, Ruiz-Dueñas et al. 2009b), bei der rPsaDyP nicht vorhanden sind.
Reactive Black 5 ist ein Bisazofarbstoff und ein spezi isches Substrat für VP (Camarero et al. 1999,
Hein ling et al. 1998b). Das Substratspektrum der versatilen Peroxidasen reicht von Mn2+, dem
typischen Manganperoxidase-Substrat, über Veratrylalkohol, dem typischen Ligninperoxidase-
Substrat bis zu Phenolen. Liers et al. (2013b) zeigten, dass auch einige Dyp-Typ Peroxidasen
RBlack 5 oxidieren. Die rPsaDyP setzt RBlack 5 ebenfalls mit geringer Ef izienz (0,1 Umg−1) um.
Die spezi ische Aktivität ist somit geringer als die Aktivität der BadVP und ähnlich der Aktivität
der PchLiP (3Umg−1 bzw. 0,2 Umg−1 Liers et al. 2013b). Funktionell ist die rPsaDyp nicht den
versatilen Peroxidasen zuzuordnen, da sie das spezi ische Substrat nur mit geringer Ef izienz
umsetzt und Mn2+ nicht oxidiert.
Die rPsaDyP zeigte gegenüber Veratrylalkohol lediglich eine geringe Aktivität. Veratrylalkohol
ist ein nicht-phenolisches Modellsubstrat und ein charakteristisches Substrat der LiP, das nicht
von allen DyP-Typ Peroxidasen umgesetzt wird (Sugano et al. 2007). Veratrylalkohol ist ein
Benzylalkohol mit zwei Methoxygruppen als Substituenten. Die Umsetzung von Veratrylalkohol
erfolgt optimal im stark sauren Bereich (pH 1,4 – 3,0; Liers et al. 2010), bei dem die rPsaDyP
nicht stabil ist. Veratrylalkohol wird durch die rPsaDyP bei pH 3,5 umgesetzt. Die Oxidation
verläuft sehr langsam,was vermutlich auf den pH-Wert zurückzuführen ist, der deutlich oberhalb
des Optimums für die Oxidation von Veratrylalkohol durch andere DyP-Typ Peroxidasen liegt
und bei dem die Aktivität der Peroxidasen gegenüber diesem Substrat sehr gering ist. Die
niedrige katalytische Ef izienz gegenüber diesem Substrat zeigt, dass die rPsaDyP nicht den
Ligninperoxidasen zuzuordnen ist.
Als komplexeres Modellsubstrat diente das β-O-4 Ligninmodelldimer Adlerol, das von der
rPsaDyP mit sehr niedriger Ef izienz umgesetzt wurde. Die Struktur von Adlerol weist weder
eine phenolische OH-Gruppe noch eine zum Aromaten α-ständige Doppelbindung auf. Die
enzymatische Umsetzung von Adlerol wird in der Literatur bei einem pH von 1,4 beschrieben
(Liers et al. 2010). Die Spaltung von Adlerol durch die rPsaDyP kann nur bei einem höheren
pH (pH 3,0) erfolgen, da die rPsaDyP bei niedrigeren pH-Werten nicht stabil ist. Bei diesem pH
erfolgte die Umsetzung vonAdlerol nur sehr langsam. Dies könnte auf den vergleichsweise hohen
pH-Wert zurückzuführen sein, bei dem auch die von Liers et al. (2010) beschriebene AauDyP nur
noch eine Aktivität von ca. 30% gegenüber der Aktivität bei pH 1,4 besitzt.
Die Spaltung der β-O-4 Etherbindung in Adlerol ist eine Voraussetzung für den Abbau des Lignins.
Die Fähigkeit der DyP-Typ Peroxidasen, nicht-phenolische niedermolekulare Modellverbindun-
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gen für Lignin,wieVeratrylalkohol undAdlerol zu spalten, deutet auf eine ligninolytischeAktivität
hin und gibt einen Hinweis auf eine mögliche biologische Funktion dieser Enzyme (Liers et al.
2010). Sie könnten Bestandteil eines alternativen synergistischen Systems für die Oxidation
von Substraten mit einem hohen Redoxpotential sein, bei dem sie mit Manganperoxidasen
kooperieren und Ligninperoxidasen ersetzten, die beispielsweise im Sekretom von Pleurotus
ostreatus nicht vorkommen (Alfaro et al. 2014, Liers et al. 2013b). Allerdings ist die Aktivität
der DyP-Typ Peroxidasen gegenüber diesen Substraten zu gering, als dass sie bei dem initialen
Angriff auf das Ligninpolymer eine entscheidende Rolle spielen könnten (Linde et al. 2015b).
Aufgrund des breiten Substratspektrums und struktureller und funktioneller Ahnlichkeiten
zu Katalase-Peroxidasen, wird diskutiert, dass DyP-Typ Peroxidasen – neben dem Abbau von
Lignocellulosen und anderen Polymeren – auch an einer unspezi ischen Pathogenabwehr und
Entgiftungsprozessen beteiligt sind (Liers et al. 2013b, Zámocký et al. 2009).
Sugano et al. (2000) zeigten, dass die Substratspezi ität der rBadDyP und der nativen BadDyP
gegenüber Farbstoffen annähernd gleich sind. Auch die Aktivitäten der rBadDyP gegenüber Vera-
trylalkohol, Guajakol undDMPwarenmit der nativenDyP-Typ Peroxidase vergleichbar. Demnach
kann auch für die rPsaDyP angenommen werden, dass sie eine ähnliche Aktivität zeigt wie das
native Enzym.

4.3.5.4 Abbau von β-Caro n und Xanthophyllen

In verschiedenen Arbeiten (Langhoff 2002, Veddeler 2004) wurde gezeigt, dass versatile Peroxi-
dasenausPilzen zumAbbauvonCarotinoidenunterBildungnorisoprenoiderVerbindungen fähig
sind. Scheibner et al. zeigten 2008, dass zwei DyP-Typ Peroxidasen aus Mycetinus scorodonius
(MsP1 und MsP2) ebenfalls in der Lage sind, Carotinoide abzubauen. Die Farbstoffe β-Carotin
(E 160a) und Annatto (E 160b) werden häu ig zur Färbung von Lebensmitteln wie Käse, Marga-
rine oder Dessertspeisen (Anlage 1 Teil B und C zu § 3, Abs. 1 ZZulV) sowie Kosmetika eingesetzt.
Die DyP-Typ Peroxidase MsP1 wird bereits industriell als Maxibright™ vermarktet und indet
Anwendung bei der Bleichung von gefärbter Molke aus der Käseproduktion, die Annatto oder
β-Carotin enthält. Daher wurde das Potential der rPsaDyP untersucht, die natürlichen Farbstoffe
β-Carotin sowie das Farbstoffgemisch Annatto bzw. die beiden Komponenten Bixin und Norbixin
umzusetzen.
Mit dem gereinigten Enzym wurde ein Abbau von β-Carotin nachgewiesen. β-Carotin ist ein
Terpenoid, bei dem zwei Ionon-Ringe durch eine Kohlenstof kette mit neun konjugierten Dop-
pelbindungen verbunden sind.
Auch Annatto wurde von der rPsDyP abgebaut. Annatto ist ein Farbstoffgemisch aus den Xantho-
phyllen Bixin und Norbixin und kommt natürlicherweise in den Samen des Orleanstrauches
(Bixa orellana) vor, aus denen es extrahiert wird (Ebermann und Elmadfa 2001). Bixin ist ein
offenkettiges Xanthophyll mit zwei endständigen Carboxylgruppen von denen eine als Methy-
lester vorliegt. Abhängig vom Extraktionsverfahren überwiegt eines der beiden Xanthophylle,
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wobei Norbixin ein Verseifungsprodukt von Bixin ist. Für die Umsetzung von Annatto wurde ein
wässrig-alkalischer Extrakt verwendet, dessen Hauptbestandteil das Natriumsalz des Norbixins
war (Scotter 2009). Um zu überprüfen, ob die rPsaDyP beide Xanthophylle des Farbstoffgemi-
sches umsetzt, wurde ebenfalls der Abbau vonBixin untersucht. Das Enzym setzte Bixin ebenfalls
um. Allerdingswurde für Norbixin (als wässrig-alkalischer Annattoextrakt) bei einer niedrigeren
Substratkonzentration (15 μM zu 19 μM) eine höhere Aktivität ermittelt. Für die Umsetzung der
hydrophoben Substrate Bixin und β-Carotin wurde bei gleicher Substratkonzentration (19 μM)
eine vergleichbare Aktivität ermittelt (Tab. 3.8).
In den photometrischen Assays konnten die untersuchten Substrate nur in niedrigen Kon-
zentrationen eingesetzt und somit nicht in der Sättigung gearbeitet werden. Daher ist ein
exakter Vergleich der Aktivitäten nicht möglich. Für diese Farbstoffe waren die kinetischen
Parameter nicht bestimmbar, da die Voraussetzungen für eine Michaelis-Menten-Kinetik nicht
erfüllt waren.
Zorn et al. (2003b) zeigten, dass β-Carotin durch den zellfreien Uberstand einer Mycetinis
scorodonius-Kultur in einer Sauerstoff-abhängigen Reaktion abgebaut wird. In weiteren Arbei-
ten zeigten Scheibner (2006) und Hülsdau (2007), dass die Oxidation von β-Carotin durch
die aus dem Kulturüberstand gereinigte DyP-Typ Peroxidase MsP1 ohne Zusatz von H2O2
erfolgen kann, wobei die Enzymaktivität durch den Zusatz von H2O2 gesteigert wurde. Solche
H2O2-unabhängigen Oxidationen wurden bereits für P lanzenperoxidasen (Gazarian und Lagri-
mini 1998, Savitsky et al. 1999) und Manganperoxidasen beschrieben (Hofrichter et al. 1998).
Auch die rPsaDyP kann β-Carotin ohne den Zusatz von H2O2 oxidieren, wobei die Enzymaktivität
durch Zugabe von H2O2 ebenfalls gesteigert wurde (Abb. 3.55). In der Substratlösung können
– durch das bei der Herstellung verwendete Tween – geringe Mengen H2O2 vorhanden sein
(s. 3.4.8.6). Allerdings erfolgte der Umsatz von β-Carotin über einen Zeitraum von mehr als
50min. Würde die Reaktion nur durch das in der Substratlösung enthaltene H2O2 ermöglicht,
wäre die Reaktion durch den Verbrauch des Cosubstrates bereits nach kurzer Zeit zum Erliegen
gekommen. Eine Anreicherung des Reaktionspuffers mit Sauerstoff steigerte zudem die Trans-
formation von β-Carotin, wohingegen eine Entgasung des Puffers die Umsetzung verlangsamte.
Dies zeigt, dass der Abbau von β-Carotin direkt vom Gehalt an molekularem Sauerstoff im
Puffer abhängt. Dies lässt zusätzlich zur Peroxidase-Funktion auf eine Oxidase- oder Oxygenase-
Funktion schließen (Sugano 2009). Für die Meerrettichperoxidase wurde beschrieben, dass sie
Epinephrin auch ohne den Zusatz von H2O2 unter Verbrauch von molekularem Sauerstoff und
endogenemH2O2 oxidiert (Adak et al. 1998). Die Autoren entwarfen einenMechanismus, der die
Kombination einer Peroxidase- und Oxidasefunktion enthält, der in Abwesenheit von H2O2 oder
bei niedrigen H2O2-Konzentrationen unter physiologischen Bedingungen abläuft. Dabei wurde
vermutet, dass in einer Oxidasereaktion zunächst das Fe3+ des Häms zu Fe2+ reduziert wird,
wobei ein Substratradikal entsteht. Das Fe2+-Enzym reagiert dann mit molekularem Sauerstoff,
was zur Bildung von Verbindung III führt. Verbindung III wird unter Bildung von O –

2 wieder
zum nativen Enzym (Fe3+) oxidiert. Das Superoxidradikal (O –

2 ) reagiert mit dem Substratradikal
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und erzeugt Wasserstoffperoxid, das anschließend für die Peroxidasereaktion genutzt werden
kann. Der Peroxidasezyklus setzt die Umsetzung unter Bildung der Zwischenprodukte H2O2 und
O –
2 mit hoher Geschwindigkeit fort.

Die rPsaDyP baut auch ohne den Zusatz von H2O2 mit einer O2-abhängigen Aktivität das
Substrat β-Carotin ab, daher ist es möglich, dass der Abbau in ähnlicher Weise erfolgt, wie er
für die Oxidation von Epinephrin durch die Meerrettichperoxidase beschrieben wurde. Dieser
Mechanismus muss für die DyP-Typ Peroxidasen noch untersucht werden.
Adak et al. (1998) führten die Umsetzung von Epinephrin durch die Meerrettichperoxidase
in dem Oxidase-Peroxidase-Mechanismus auf das zu Phenolen vergleichsweise niedrige Stan-
dardpotential des Substrates (150-300mV (gegen NWE)) zurück. Das Standardpotential von
Phenolen (z.B. Guajakol) hingegen liegt bei etwa 900mV (gegen NWE).
Das Standardpotential für eine Ein-Elektronen-Oxidation von β-Carotin beträgt 650-780mV
(gegen NWE) (Martin et al. 1999) und liegt damit deutlich höher als das von Epinephrin und
nur knapp unter dem für Phenole, für deren Umsatz H2O2 notwendig ist (Adak et al. 1998). Daher
kann die Oxidasereaktion vermutlich nicht alleine durch das Standardpotential des Substrates
begründet werden. Die Strukturen der ohne H2O2 umgesetzten Substrate unterscheiden sich
deutlich von denen der umgesetzten Phenole. Wahrscheinlich binden die Substrate an unter-
schiedlichen Bindestellen an der Proteinober läche. Dabei wäre es möglich, dass der initiale
Schritt dieses Reaktionszyklus, wie von Gazarian und Lagrimini (1998) für die Umsetzung von
Indol-3-essigsäure beschrieben, die Bildung eines ternären Komplexes (Substrat-Enzym-O2) ist.
Bei der Au lösung des Komplexes nach enzymatischer Umsetzung werden ein Substratkationen-
radikal sowie ein Superoxidanionenradikal gebildet und das Enzym imGrundzustand freigesetzt.
Die rPsaDyP kann aufgrund ihrer Substratspezi ität und katalytischen Eigenschaften der Familie
der DyP-Typ Peroxidasen zugeordnet werden.
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4.4 Zwei-Enzym-System

Peroxidasen sind die wichtigsten Vertreter ligninolytischer Enzyme und werden bereits in einer
Vielzahl technischer Prozesse eingesetzt. Einige neuere Anwendungen, bei den Peroxidasen
verwendet werden, sind (Hamid und Khalil-ur-Rehman 2009):

• Entfernung phenolischer Substanzen aus Abwässern
• Synthese verschiedener aromatischer Chemikalien
• Entfernung von Peroxiden aus Lebensmitteln und Industrieabwässern

Für die Oxidation ihrer Substrate benötigen PeroxidasenWasserstoffperoxid (H2O2) als Cofaktor.
In der Natur wird dieses durch andere Enzyme, wie z.B. Arylalkoholoxidasen durch die Oxidation
von aromatischen und mehrfach ungesättigten aliphatischen primären Alkoholen zur Verfügung
gestellt.
Guillén et al. (2000) beobachteten einen synergetischen Effekt bei der Produktion von Hydroxyl-
radikalen durch eine Laccase und eine Arylalkoholoxidase aus Pleurotus eryngii. Mn2+-abhängige
Peroxidasen wurden zusammen mit Arylalkoholoxidasen, die bei Pleuroten für die Produktion
von H2O2 verantwortlich sind, in Flüssigkulturen von Pleurotus eryngii beschrieben (Martı́nez
et al. 1994, Muñoz et al. 1997). In einem System aus einer DyP und einer Arylalkoholoxidase,
die aus Kulturüberstand von Bjerkandera adusta isoliert wurden, entfärbte die DyP in Gegenwart
einer Arylalkoholoxidase den Farbstoff RB5 auch in vitro (Kim et al. 2001).
Bei technischen Applikationen, in denen Peroxidasen eingesetzt werden, muss dem SystemH2O2
zugeführt werden. Dabei kann es aufgrund von lokalen Uberdosierungen zur Inhibierung der
Peroxidasen kommen (Kim und Shoda 1999b). Daneben sind Transport und Lagerung von H2O2
gefährlich und machen besondere Vorsichtsmaßnahmen notwendig (Mai et al. 2004). Daher
sollte in dieser Arbeit ein Zwei-Enzym-System bestehend aus einer DyP-Typ Peroxidase und
einer Arylalkoholoxidase entwickelt werden, das die arti izielle Zugabe von Wasserstoffperoxid
über lüssig macht. Durch die Verwendung eines H2O2 produzierenden Enzyms, wie der Arylalko-
holoxidase, wird der Cofaktor H2O2 in situ zur Verfügung gestellt.
In dieser Arbeit wurden eine Arylalkoholoxidase und eine DyP-Typ Peroxidase aus Pleurotus
sapidus kloniert, heterolog exprimiert und charakterisiert. Auf Basis dieser Untersuchungen
wurde das neuartige Zwei-Enzym-System mit den rekombinant produzierten Enzymen eta-
bliert und verschiedene Substrate umgesetzt. Bei der Charakterisierung der Peroxidase wurde
gezeigt, dass die Aktivität der Peroxidase in Abhängigkeit des Substrates bei verschiedenen
H2O2-Konzentrationen gehemmt wird. Dieser Effekt trat beispielsweise bei der Umsetzung
von ABTS ab einer Konzentration des Cosubstrates von 0,125mM auf. Die beiden Enzyme
müssen in diesem System daher so aufeinander abgestimmt werden, dass einerseits eine
ausreichende Verfügbarkeit des Cofaktors H2O2 gewährleistet und andererseits eine Inhibierung
der Peroxidase durch einen Uberschuss an H2O2 vermieden wird. Für die Entwicklung des
Zwei-Enzym-Systems wurden zunächst aus den pH- und Temperaturoptima, sowie den Puffern,
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in denen die beiden Enzyme die höchste Aktivität zeigten, Reaktionsbedingungen abgeleitet,
unter denen die Enzyme kombiniert wurden. Das Zwei-Enzym-System wurde bei pH4,5 und
30 °C etabliert (3.5.1) und auf die Eignung hinsichtlich der Oxidation von Substraten wie DMP
(aromatisches Ligninmodell), ABTS oder Annatto untersucht, die ebenfalls für die Charakterisie-
rung der rPsaDyP verwendet wurden. Das für die Umsetzung benötigte Cosubstrat H2O2 wurde
dabei kontinuierlich durch die Oxidation von Veratryalkohol durch die AAO* bereitgestellt. Bei
der kinetischen Abstimmung der beiden Enzyme wurde die H2O2-Produktion reguliert, indem
verschiedene AAO*-Konzentrationen in den Reaktionseinsatz eingebracht wurden. Dabei wurde
die Konzentration der AAO* imReaktionsansatz so gewählt, dass die produzierteH2O2-Menge die
maximaleUmsatzgeschwindigkeit derPeroxidase ermöglichte, ohnediese zuhemmen.Wurdedie
Konzentration der AAO* im Zwei-Enzym-System erhöht, führte dies – früher als durch die produ-
zierte H2O2-Menge zu erwarten – zu einer Inhibierung der rPsaDyP (Abb. 3.66). Möglicherweise
wird die Umsatzgeschwindigkeit nicht nur durch die bereitgestellte Menge an H2O2 beein lusst,
sondern auch durch die Konzentration der eingesetzten Enzyme und ist so auf eine Interaktion
der beiden Enzyme untereinander zurückzuführen (Hill 1977). Andererseits könnte die rPsaDyP
durch ein Substrate-Channeling (Zhang 2011) des H2O2 mit einem Uberschuss des Cosubstrates
versorgt und so inaktiviert werden.
Alle untersuchten Substrate für die rPsaDyP wurden durch das Zwei-Enzym-System umgesetzt.
Nach der kinetischen Abstimmung der beiden verwendeten Enzymewurde im Vergleich zu einer
einmaligen H2O2-Zugabe in der Positivkontrolle eine verbesserte Umsetzung des phenolischen
Ligninmodellsubstrates 2,6-Dimethoxyphenol (DMP) gezeigt (Abb. 3.67). Dieses Substrat wurde
ebenso wie ABTS bei einer ähnlichen Umsatzgeschwindigkeit länger andauernd umgesetzt als in
der Positivkontrolle mit H2O2 (Abb. 3.69). Der Umsatz von DMP in der Positivkontrolle mit H2O2
erfolgte nicht kontinuierlich und stagnierte relativ schnell. Möglicherweise ist das entstehende
Produkt bei hohen H2O2-Konzentrationen nicht stabil und wird abgebaut, wie es für Guajakol
beschrieben wurde (Koduri und Tien 1995). Im optimierten Zwei-Enzym-System wird von der
AAO* kontinuierlichH2O2 zur Verfügung gestellt, welches vonderDyP-TypPeroxidase umgehend
verbraucht wird. Dies ermöglicht einen länger andauernden Substratumsatz sowie eine höhere
Produktausbeute und verdeutlicht den Vorteil des Zwei-Enzym-Systems. Das Substrat Annatto
wurde nach der Abstimmung der verwendeten Enzyme im Vergleich zur Positivkontrolle (mit
H2O2) ef izienter und schneller abgebaut (Abb. 3.70). Die kontinuierliche systeminterne Produk-
tion vonH2O2 durchdieAAO* führte zu einer SteigerungderUmsatzgeschwindigkeit der rPsaDyP
gegenüber einer einmaligen Gabe von H2O2.
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4.4.1 Bleichung von Molke mit Hilfe des Zwei-Enzym-Systems

Bei der Käseherstellung werden gelb-orange Farbstoffe wie Annatto verwendet, um die Farbe
von Cheddar oder Gouda zu intensivieren. Die dabei als Nebenprodukt entstehende Molke ist
ebenfalls gefärbt, wodurch deren kommerzielle Nutzung aufgrund einer geringeren Verbrau-
cherakzeptanz erschwert wird (Kang et al. 2010). Die Bleichung von gefärbter Molke erfolgt in
der Industrie durch Zusatz von Peroxiden (H2O2, Benzoylperoxid) und unter Hitzeeinwirkung
(McDonough et al. 1968). Die Bleichung der Molke durch einen enzymatischen Prozess bietet
verschiedene Vorteile. Durch den Einsatz eines Zwei-Enzym-Systems oder Drei-Enzym-Systems
bei dem in situ das benötigte H2O2 produziert wird, kann eine Zugabe von H2O2 weitgehend
über lüssig werden. Dadurch kann eine Hitze- und Peroxid-vermittelte Denaturierung von
Proteinenunddie Entstehung vonFehlaromenvermiedenwerden (Croissant et al. 2009, Listiyani
et al. 2012).
Szweda et al. (2013) entwickelten ein Drei-Enzym-System aus einer sauren Lactase, einer Gluco-
seoxidase und einerDyP-TypPeroxidase (MsP1) zurBleichung vonMolke.MsP1baut Carotinoide
und Xanthophylle zu ungefärbten norisoprenoiden Verbindungen ab (Zorn et al. 2003a). Die im
Rahmen dieser Arbeit klonierte und charakterisierte rPsaDyP ist dazu ebenfalls in der Lage. Ein
Zwei-Enzym-System aus einer Arylalkoholoxidase, die H2O2 produziert und der rPsaDyP, die in
der Lage ist, Annatto (E 160b) und β-Carotin (E 160a) abzubauen, ist ebenfalls für die Bleichung
von Molke geeignet. Die Bleichung von gefärbter Molke mit diesem Zwei-Enzym-System ist
gegenüber einer einmaligen Zugabe von H2O2 in der Positivkontrolle deutlich effektiver (Abb.
3.72). Mit dem Zwei-Enzym-System war es möglich, die H2O2-Konzentrationen während der
Bleichung zu regulieren und somit eine Inhibierung der Peroxidase zu vermeiden. Durch die
kontinuierliche Bereitstellung von H2O2 durch die AAO* wurde gewährleistet, dass H2O2 über
einen längeren Zeitraum ausreichend zur Verfügung stand und die Molke fortwährend gebleicht
wurde. Bei der einmaligen Zugabe der höchstmöglichen Menge H2O2, die inal im homogen
gemischten Reaktionsansatz noch nicht zu einer Hemmung der Peroxidase führte, kann es bei
der Zugabe zu lokalen Inhibierungseffekten kommen. Solche Effekte und die begrenzte Menge
des zur Verfügung stehenden Cosubstrates führten zu einer deutlich geringeren Bleichung
der Molke. Zusätzlich kann die Arylalkoholoxidase auch spezi ische Aldehyde als Substrate
nutzen, für die die Km-Werte jedoch deutlich höher liegen als für die entsprechenden Alkohole
(Ferreira et al. 2010). Dadurch könnte die H2O2-Produktion länger aufrechterhalten werden,
wodurch auchdieBleichung fortgesetztwerdenkönnte. Das Zwei-Enzym-Systemzeigte in diesem
Anwendungsbeispiel zur umweltverträglichen Bleichung von Annatto-gefärbter Molke klare
Vorteile gegenüber dem einfachen Enzymsystem bestehend aus einer DyP-Typ Peroxidase und
H2O2.
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4.4.2 Abbau von Lignocellulosen aus nachwachsenden Rohstoffen mit Hilfe des
Zwei-Enzym-Systems

Lignocellulosen wie Holz und Stroh stellen die größte Quelle nachwachsender Rohstoffe dar.
Sie bestehen aus den beiden am häu igsten in der Natur vorkommenden Polymeren: Cellu-
lose/Hemicellulose und Lignin. Während Cellulosen in vielen Industriezweigen Verwendung
inden, kann Lignin noch nicht ef izient veredelt werden und wird zumeist thermisch verwertet.
Der Aufschluss dieser Polymere durch höhere Pilze erfolgt durch sekretierte ligninolytische
Enzyme. Extrazelluläre Pilzenzyme ermöglichen den Aufschluss des Lignocellulose-Komplexes
unter energetisch günstigen Bedingungen ohne den Einsatz umweltgefährdender Chemikalien.
In einer Bioraf inerie könntenmit Hilfe des Zwei-Enzym-Systems Lignocellulosen aufgeschlossen
werden, wobei das von Peroxidasen benötigte H2O2 durch die Arylalkoholoxidase bereitgestellt
wird.
Das Zwei-Enzym-System wurde erfolgreich für die Oxidation des phenolischen Ligninmodell-
substrates DMP eingesetzt. Dabei zeigte das Zwei-Enzym-System deutliche Vorteile gegenüber
dem einfachen Enzymsystem. Das Modellsubstrat Adlerol wurde von der verwendeten Per-
oxidase allerdings nur in sehr geringem Maße umgesetzt. Daher gilt es, die Fähigkeiten des
Zwei-Enzym-Systems hinsichtlich des umweltschonenden und sicheren Aufschlusses von Ligno-
cellulosematerialien aus nachwachsenden Rohstoffen noch weiter zu untersuchen. Allerdings
sind in der Literatur DyP-Typ Peroxidasen beschrieben (Liers et al. 2010), die Adlerol effek-
tiv umsetzen. Durch den Einsatz dieser Peroxidasen in das Zwei-Enzym-System könnte ein
ef izienter Aufschluss von Lignocellulosen aus nachwachsenden Rohstoffen möglich werden.
Die entstehenden Abbauprodukte könnten dann als Ausgangsstoffe für chemische Synthesen
oder Fermentationsprozesse dienen und so für die Produktion neuer Werkstoffe bis hin zu
Biokraftstoffen eingesetzt werden.
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4.5 GDS(L)-Lipase
Bei der Kultivierung von Pilzen wurden ebenfalls Lipasen identi iziert, bei denen sich neuartige
proteinbiochemische und katalytische Eigenschaften abzeichneten. So wurde von Zorn et al.
(2005b) eine neuartige extrazelluläre Carboxylesterase aus Pleurotus sapidus identi iziert, die
Xanthophyllester mit hoher Ef izienz hydrolysiert. Ebenfalls aus Pleurotus sapidus identi izierten
Linke et al. (2013) eine neuartige Esterase, die die Hydrolyse von Esterbindungen feruloylierter
Saccharide katalysiert. Bei der Untersuchung des Sekretoms von Pleurotus sapidus wurden
Peptidsequenzen identi iziert, die einer GDS(L)-Lipase zugeordnetwurden, deren cDNA in dieser
Arbeit kloniert wurde.

4.5.1 Sequenz- und strukturbasierte Analyse der klonierten Lipase

Für die GDS(L)-Lipase wurde eine cDNA-Sequenz mit 954 Basenpaaren kloniert (Abb. 3.73).
Die daraus abgeleitete Aminosäuresequenz umfasst 317 Aminosäuren. Durch bioinformatische
Untersuchungen wurde eine Homologie zu Enzymen der SGNH-Hydrolase Superfamilie festge-
stellt (Abb. 3.74) und das Enzym als Mitglied der GDS(L)-Lipase/Acylhydrolase-Familie identi i-
ziert. Die Mitglieder der SGNH-Hydrolase Superfamilie, die vielfältige hydrolytische Enzymakti-
vitäten zeigen, werden in drei Familien eingeteilt (Muralidharan et al. 2013). Dazu gehört unter
anderem die Familie der GDS(L)-Lipasen (EC 3.1.1.3), die Enzyme aus allen Reichen umfasst und
die größte Familie stellt. Daherwird der Begriff GDS(L)-Lipase häu ig sowohl als Bezeichnung der
Familie als auch der Superfamilie genutzt (Akoh et al. 2004).
Uber ihre Funktion und die physiologische Rolle ist wenig bekannt, allerdings geben die wenigen
Studien über GDS(L)-Lipasen erste Hinweise auf die Beteiligung an bestimmten Prozessen. So
scheinen einige dieser Proteine eine Rolle bei der Abwehr von Pathogenen zu spielen oder
sind Teil der Stressreaktion von P lanzen (Kim et al. 2008, Kwon et al. 2009). Auch im Nektar
verschiedener P lanzen wurden GDS(L)-Lipasen nachgewiesen, denen direkte antimikrobielle
Aktivitäten durch die Zerstörung vonMembranen zugeschriebenwerden (Kram et al. 2008). Eine
wichtige Bedeutung scheinenGDS(L)-Lipasen auch bei Entwicklungsprozessen zu haben, speziell
bei der sexuellenReproduktion, EmbryogeneseundKeimentwicklung (Clauss et al. 2008, Kondou
et al. 2008, Takahashi et al. 2010). Auch wenn erst wenige Erkenntnisse über GDS(L)-Lipasen
publiziert wurden, so sind dennoch bereits verschiedene Leitmotive bekannt.
Lipasen zeigen eine Präferenz für wasserunlösliche Substrate. Die Hydrolyse der Esterbindungen
erfolgt an einer Ol-Wasser-Grenz läche, wobei die Anlagerung des Enzyms an die Grenz läche
zu einer Konformationsänderung des Enzyms führt. Dadurch kommt es zu einem drastischen
Anstieg der katalytischen Aktivität, die als Grenz lächenaktivierung bezeichnet wird (Jaeger et al.
1999, Wong und Schotz 2002). Auf molekularer Ebene lässt sich dies durch das Vorhanden-
sein eines

”
Deckels“ (lid) erklären, der häu ig aus ein bis zwei α-Helices besteht und erst in

Anwesenheit der Grenz läche dem Substrat den Zugang zum aktiven Zentrum freigibt (Arpigny
und Jaeger 1999, Grochulski et al. 1993). Dadurch kann die katalytische Aktivität von Esterasen
durcheinfacheMichaelis-Menten-Kinetikenbeschriebenwerden,währendLipasen zunächst eine
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bestimmte Substratkonzentration benötigen, bevor es zu einem starken Anstieg der Aktivität
kommt (Nini et al. 2001, Verger 1997). Die Grenz lächenaktivierung tritt ausschließlich bei
Lipasen auf und dient somit als Merkmal zur Unterscheidung von Lipasen und Esterasen.
Hydrolasen mit einer α/β-Faltung, wie die Serinhydrolasen und Cholinesterasen besitzen drei
konservierte, katalytisch essentielle Aminosäuren: Ser, Asp oder Glu und His, die als katalytische
Triade das aktive Zentrum bilden (Muralidharan et al. 2013, Schrag et al. 1991). Das katalytische
Serin ist im hoch konservierten Pentapeptid (GxSxG-Motiv) lokalisiert, wohingegen die beiden
anderen Reste der katalytischen Triade in der Primärsequenz weit entfernt und in der Struktur
jeweils in einem eigenen Loop liegen (Brumlik und Buckley 1996, Muralidharan et al. 2013).
Bei den GDS(L)-Lipasen, die zu der SGNH-Hydrolase-Superfamilie gehören, liegt das katalytische
Serin in dem namensgebenden GDSL-Motiv, das katalytische Aspartat und Histidin liegen nah
zusammen in der Konsensussequenz DxxHP (Dalrymple et al. 1997, Ding et al. 2014). Das
GDSL-Motiv (Gly-Asp-Ser-Leu) liegt näher am N-Terminus wohingegen das GxSxG-Motiv im
Zentrum der Sequenzen lokalisiert ist (Arpigny und Jaeger 1999, Upton und Buckley 1995).
Obwohl GDS(L)-Lipasen sehr variabel in ihrer Größe sind und verschiedene Funktionen erfüllen,
besitzen sie fünf diskrete Blöckemit einer relativ großen Sequenzhomologie. Diese Blöcke haben
in jedem Protein dieselbe relative Position. Die namensgebenden Reste der SGNH-Hydrolase
Superfamilie Serin, Glycin, Asparagin und Histidin liegen in den Blöcken I, II, III und V (Upton und
Buckley 1995). Serin undGlycin sind auch in der GDS(L)-Lipase ausPleurotus sapidus konserviert
und liegen in Block I bzw. II (Abb. 4.7). Diese Reste bilden zusammenmit dem Asparagin in Block
III die Oxyanionenhöhle. Das katalytische Serin ist ein Nukleophil, das den Carbonylkohlenstoff
der Esterbindung angreift und als Protonendonor für die Oxyanionenhöhle dient. Glycin und
Asparagin dienen ebenfalls als Protonendonoren für die Oxyanionenhöhle (Chepyshko et al.
2012). Die Position des katalytisch aktiven Aspartats ist noch nicht exakt bestimmt. Upton und
Buckley (1995) sowie Brumlik und Buckley (1996) haben beschrieben, dass diese Aminosäure
bei GDS(L)-Lipasen im Block III lokalisiert ist. Nach Akoh et al. (2004) enthält Block V das
katalytische Aspartat bzw. Glutamat und Histidin. Das Histidin bewirkt als katalytische Base
die Deprotonierung der Hydroxylgruppe des Serins im aktiven Zentrum, wodurch das Serin
nukleophiler wird (Akoh et al. 2004, Mølgaard et al. 2000).
Ein Vergleich der Primärsequenzen verschiedener Lipasen aus unterschiedlichen Organismen4
(Abb. 4.7) zeigt, dass alle das Strukturmotiv GDS(L) besitzen. Anhand des Aminosäuresequenz-
vergleichs wurde in Block V die Konsensussequenz DxxHP der katalytischen Triade in den Ami-
nosäuresequenzen der SGNH-Hydrolasen identi iziert. In der Aminosäuresequenz aus Pleurotus
sapidus und Agaricus bisporus var. bisporus wurde diese Sequenz nicht identi iziert, jedoch
ein konserviertes Aspartat in Block III. Die GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus zeigt zu den
GDS(L)-Lipasen aus den verschiedenen Organismen eine Identität zwischen 6% (P. sapidus – A.
thaliana) und 50% (P. sapidus - A. bisporus).

4 Agaricus und Pleurotus – Basidiomyceten, Colletotrichum – Ascomycet, Nostoc – ilamentöses Cyanobakterium,
Pseudomonas – Bakterium und Arabidopsis - P lanzen
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Psa    MLRSFVVLT-SV-C-AAYAAVL----PRDAPNGVHLAVDPKCGV-AGGRFGDVNIGLKPLTSYEHIVAFGDSWTD   67  
Abb    MLSTVAFLLTSLTL-STTAIVL----PRDD---VRLAVNPACGDYSSSSVKDVRGSLPDLKTFSTIVTFGDSYTD   67  
Cgl    MKTARVLLFGFLAA-AASAIPL----QRRA----------------------------SALSFSSIVVFGDSFSD   42  
Npu    MKKQFL-ATGFFLL--SLMFPL------KA----------------------------SAQNYDDIYVFGDSLSD   38  
Psp    MTLRAC-LAALLVLTASTAFA--------------------------------------APRYDHLYAFGDSYSD   36  
Ath    MENSQLVSITFLAY--TIIISIGSINCIDN--------------------------NNLVTNQSALFVFGDSVFD   47  

con    *          .    :                                              . : .****  *   75  
 
Psa    GGAHNGEPLPPP---------VLTPP-N---PRAGGRASNGPVWVEKLASAAGATL-----------------LD  112  
Abb    GGKHDGSPLGPA---------AINAP-I---PSAGGRHTNGPVWAEYLAKAHGATL-----------------KD  112  
Cgl    NGNGAA--RVSN---------GTWPS-D---KYYKGRFSNGIVWAEYVAGNLSIPL-----------------YD   85  
Npu    TGNVFN--FTNG---------AIPPN-P---TYFNGRFSNGPIWVEYLASELGLTFNP--------------NNN   84  
Psp    NGAGER--FTKTLATQKVKDAQELPG-S---LYWKGRWSNGPTAVENLAHALKTPL-----------------TD   88  
Ath    AGNNNY--IDTL-SS--VRS-NYWPYGQTTFKSPTGRVSDGRLIPDFIAEYAWLPLIPPNLQPFNGNSQFAYGVN  116  

con     *                      .          ** ::*    : :*     .:                  :  150  
 
Psa    FAEIGAVTDKNIWPSSLLPTTASSANDFVGQAHNYI------------NQRNGFDPETTLYTIFLGVGDFDLSQQ  175  
Abb    YASTGAVVDVNQWPERSFPTS----NDFLTQANNFI------------SQRNLTDPDSTLYVVFFGIGDYVESLD  171  
Cgl    YAIGGATTSNSLIQGYTGPKSSIAVPSVVDQIVTFLGQKTPKGDN-FSASDSTA-VTTPLFVLFAGANDILFNAN  158  
Npu    FAFGGATTGTDNLGLSFLPG-------LKQEINDFT------------TTNNSA-NPNALYIIWAGTNDYLEYFY  139  
Psp    YAVGGAKSGNGNYYAWMEPARDT---GVSGQIADYLKS----------ANSHKA-DPNALYFIFISANDFFEWAD  149  
Ath    FASGGAGALVGTFSGLV-IN-------LRTQLNNFKKVEEMLRSKLGDAEGKRV-ISRAVYLFHIGLNDYQYPFT  182  

con    :*  **    .                .  :   :                       .:: .  . .*        225  
 
Psa    TGTDNLYTV----------AGAIVYTILELTSYPTYAKNIIVVDNYGRGIYETPS----------------G---  221  
Abb    HNNSSLSLQ----------TQHILYTINRLASSPIFGKNFLFIDNHGRGT-ETPA----------------G---  216  
Cgl    ISASQSY-------------QVLAQAEAELRDA-HPTAEVLTITPPDLA--RLPYGSFIDN--------------  203  
Npu    GNTPNPTES----------VSNLSSAITSLAG--VGAENILVVNLPDLG--KFPV--TGDNSQTASALSTFT---  195  
Psp    FSHPESVAVLSQN-----SVANIQKATETLLA--AGAKHVMVVGTTDLS--HVPA--VVQGNQVENA-KSYQ---  209  
Ath    TNSSLFQSI-SNEKYVDYVVGNMTDVFKEVYN--LGGRKFGILNTGPYD--CAPASLVIDQTKIRSCFQPVTELI  252  

con     .                    :  .   :        ..  :          *                       300  
 
Psa    DAFKEGIYAGLNTLHTRY---GTSVGFVDLKTLWDGV--LG-SSPGYEAFGYTSK---AACLP-SS---------  277  
Abb    SSFKSQIFKGMNSIQ-QL---GLNTGFVDLSTMWDGV--LSASSPGFEAFGYTSV---EPCLD-SS---------  272  
Cgl    -IAKQQLQTYTDLLGDLLGGSKTGAVNVDLRPLFDDFEYYA--TP--EAYGFADLGKYGSCLVGAYGE-------  266  
Npu    NVHNSDLTKTINLLNQEL-SPETNIIPLDVNSLYNRI--IA--TP--EEFGFTNVT--DSCIG-DLSVVP-----  255  
Psp    QALEQKLPVVLSTLAKT---HQVSIRYFDHVAFSDKL--RA--AP--EAAGLKDLD--TPCQH-TY---------  263  
Ath    NMHNEKLLNGLRRLNHEL-S-GFKYALHDYHTSLSER--MN--DP--SKYGFKEGK--KACCG-SGPLRGINTCG  316  

con       :. :      :              *  .  .         *  .  *  .     .*                375  
 
Psa    -----TSTSGACANPESTFYWLPGIPSAATHGLIADYVEKVL----------------------------TTC    317  
Abb    -----ESTEGSCEDPEHAFYWFPGAPTTVTHKLISDYVQAVW----------------------------DQC    312  
Cgl    -----TPNVTICGDAEKQVYWDEYHPTTHTHSWIAKRILDVLS---------------------------GPF    307  
Npu    ---IEVLVKPVVCNPDQFLFWDEVHPTTATHQLIGELAFLALKSASVPESSNVLGVLIFAALCVISLRKRHSY    325  
Psp    -----PDVKPVCENPDAHYYWDEWHPTRKVHALAAEAMFETLKA-------------------------GQGI    306  
Ath    GRMGLSQSYELCENVTDYLFFDPFHLTEKANRQIAELIWSGPTNITGPYNLKA---------------LFELN    374  

con                 :     ::     :  .:   ..                                         448  

I

II

III

V

BAD AVG GOODQualität des Alignments:

Abbildung 4.7: Aminosäurealignment von GDS(L)-Lipasen aus Pleurotus sapidus (Psa), Agaricus
bisporus var. bisporus (Abb, EMBL: EKV48566), Colletotrichum gloeosporioides
(Cgl, EMBL: EQB47005.1), Nostoc punc forme (Npu, EMBL: YP_001865658.1), Pseudomonas
sp. (Psp, EMBL: WP_010175681.1) und Arabidopsis thaliana (Ath, EMBL: NP_198915.1) . Die
vier charakteris schen SGNH-Blöcke I, II, III und V der SGNH-Hydrolase Superfamilie und die
namensgebenden Reste (u) sind gekennzeichnet. Die Reste der klassischen kataly schen Triade
(Ser, Asp und His) nach Mølgaard et al. (2000) sind unter der Sequenz gekennzeichnet (s), ein
Asp, das vermutlich homolog zum kataly sch ak ven Asp in einer alterna ven Triade einer
Esterase aus Streptomyceten ist, ist mit H gekennzeichnet (Vujaklija et al. 2002)
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Bei einem Vergleich der Sequenzen verschiedener Lipasen aus Basidiomyceten zeigte die
GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus die höchste Homologie zu einem lipolytischen Protein aus
Moniliophthora roreri, das der GDS(L)-Familie zugeordnet ist (Identität 51%). Weiterhin besitzt
die Sequenz eine Identität von 49% zu einem nicht charakterisierten Protein aus Agaricus bispo-
rus var. bisporus und weist eine Identität von 43% zu einer Esterase/Lipase aus Leucoagaricus
gongylophorus auf. Zu einer Lipase der GDS(L)-Familie aus Thanatephorus cucumeris zeigte die
Sequenz eine Identität von 38%. Bei allen untersuchten Sequenzen wurde das GDSL-Motiv und
somit das katalytische Serin, jedoch nicht die anderen Reste der klassischen katalytischen Triade
identi iziert (Abb. 4.8). Bei Pleurotus sapidus und Leucoagaricus gongylophoruswurde zusätzlich
das Lipase-Motiv GxSxG identi iziert.

Psa -MLRSFVV-LTSVCA-AYAAVLP-RDAPNG------VHLAVDPKCGVAGGR-FGDVNIGL 49
Mro -MFSSLLSSVVFACA-ASASVLSARQAP--------VRLAVKPNCGDLSGA-PSDLNWGL 49
Abb -MLSTVAFLLTSLTLSTTAIVLP--RDD--------VRLAVNPACGDYSSSSVKDVRGSL 49
Lgo -MCSIIPLLLLSVSL-TKATVLP--RAD--------VTLAVKPVCGSFGGS-PKDVKGTL 47
Tcu MLHYSLLVVALATSVSGFASKPGYTRGALADGWNCSLKLAFKPKCGKFSSATYVNANSGI 60

* ** * **
AAAAAAAAAAA•AAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAA

Psa KPLTSYEHIVAFGDSWTDGGAHNGE-PLPPPVLTPPNPRAGGRASNGPVWVEKLASAAGA 108
Mro KSLDYYKTIVAFGDSWTSGSSSDGS-PLEPPVLSPPNPNAGGRVANGALWVEHLATAAGA 108
Abb PDLKTFSTIVTFGDSYTDGGKHDGS-PLGPAAINAPIPSAGGRHTNGPVWAEYLAKAHGA 108
Lgo PALSAFKTIVTFGDSYSDGGKYDGS-ALNDPVLHPPNPSAGGRYTNGPIWAEYLANTTGA 106
Tcu DLKKIKTAIVPFGDSWTAMNDSTGAYPPPPPVFLGTYSMAGGRASNGPTWTEYIANDTSS 120

** **** * **** ** * * *
AAAAAAAAAAAAAAAAA

Psa TLLDFAEIGAVTDKNIWPSSLLPTTASSANDFVGQAHNYINQRNGFDPETTLYTIFLGVG 168
Mro TLQDYAVNGSVVDATQYPANLVP----QARDFSSSTQTYINYGKKTNPETTLYVIFMGIG 164
Abb TLKDYASTGAVVDVNQWPERSFP----TSNDFLTQANNFISQRNLTDPDSTLYVVFFGIG 164
Lgo VLMDYAVSGQVVILT----RHFS----KHLYFPYQKN---------DPATTLHILFFGI- 148
Tcu EVHPYAIGGAVTDLTLWPTAIAR--KININSFTNQTKIFLSQNNTWDPSTTLYTIFFGIN 178

* * * * * ** * *
AAAAAHAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAA
Psa DFDLSQ-----------QTGTDN-LYTVAGAIVYTILELTSYPTYAKNIIVVDNYGRGIY 216
Mro DYDQRE-----------HLYNGQPLTTVADTILYDLLGLISPPVFARNILIMDNYGRGT- 212
Abb DYVES------------LDHNNSSLSLQTQHILYTINRLASSPIFGKNFLFIDNHGRGT- 211
Lgo DILSSSSGRFTYLALSCVRNGDSSLSNQAGNIAYTILRLSSSPVFGKNFLVIDNHGRGT- 207
Tcu DYTYSK-------------TDGFDILLKAAEVVRNQTELLIAAG-AKNILTAGLYHNQT- 222

* * *
AAAAAAAAAAAAAAAAA

Psa ETPSGDAFKEGIYAGLNTLH----TRYGTSVGFVDLKTLWDGVLGSS-PGYEAFGYTSKA 271
Mro KTSEGEAYKQELFDGLKTLADVYASQYGLNLGFVDFSTLWDGVLANP----ESFGFTSTG 268
Abb ETPAGSSFKSQIFKGMN--S---IQQLGLNTGFVDLSTMWDGVLSASSPGFEAFGYTSVE 266
Lgo ETPAGAAYKTELFKELSSLS---ASSYGLSIGFIDLSTVWNGVLGTS-PGAAAFGYTSTN 263
Tcu ---GSGPYKQALYDNLKSLR---AQHPKINIAFADFFPLWNAINSSESNYGEAFGYTNLT 277

* * * * ** *
AAAAAAAAAAAAA• •AAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAAA

Psa ACLPSSTSTSGACANPESTFYWLPGIPSAATHGLIADYVEKVLTTC----- 317
Mro ACTLNDQTTQGACADPDHTLYWIPGHPSKATHELMADYTQEVLKQCQARSF 319
Abb PCLDSSESTEGSCEDPEHAFYWFPGAPTTVTHKLISDYVQAVWDQC----- 312
Lgo PCLASPATTIGSCVDPDHAFYWFPLNPTTATHRIMSDYIQAVWVQC----- 309
Tcu KCLTVDSSIVGACESPQTHLYWQSGHPSTCTHRLMADYIETVLDTCKS--- 325

* * * * ** * ** ** * *

Abbildung 4.8: Aminosäuresequenzvergleich der GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus (Psa) mit GDS(L)-Lipasen
aus Moniliophthora roreri (Mro, EMBL: ESK93427), Agaricus bisporus var. bisporus (Abb, EMBL:
EKV48566), Leucoagaricus gongylophorus (Lgo, EMBL: CDJ79837) und Thanatephorus cucumeris
(Tcu, EMBL: CCO30409). Das GDS(L)-Mo v, sowie die Posi on (•) des Ser, Asp und His der
klassischen kataly schen Triade sind hervorgehoben. Das GxSxG-Mo v ist blau dargestellt. Die
ersten beiden Reste (Ser, Gly) der Oxyanionenhöhle sind rot dargestellt. Konservierte Reste, die
möglicherweise an der Katalyse beteiligt sein könnten sind grün dargestellt, wobei das zum
Asp der alterna ven Triade von Esterasen aus Streptomyceten vermutlich homologe Asp mit H
gekennzeichnet ist (Vujaklija et al. 2002). Konservierte Aminosäuren (*)
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Der Vergleich verschiedener GDS(L)-Lipasen von Basidiomyceten zeigte, dass die klassische
katalytische Triade der SGNH-Hydrolasen nicht über das gesamte Phylum konserviert ist. Aus-
schließlich das katalytisch aktive Serin ist in allen untersuchten Sequenzen vorhanden. Die Unter-
suchungen von Vujaklija et al. (2002) bei Streptomyceten zeigten, dass ein

”
nicht-klassisches“

Aspartat katalytisch aktiv ist. In den Aminosäuresequenzen der Basidiomyceten wurde hier ein
konserviertesAspartat inBlock III identi iziert (Abb. 4.8), das zudiesemhomolog sein könnteund
somit ebenfalls Bestandteil einer alternativen katalytischenTriade sein kann. Bei GDS(L)-Lipasen
aus Basidiomyceten wurde das Histidin der klassischen katalytischen Triade bzw. ein katalytisch
aktives Histidin bisher noch nicht identi iziert. Daher ist es möglich, dass das konservierte
Histidin in Block V bei Basidiomyceten der katalytische Rest ist.
Die klassischen katalytischen Reste sind offensichtlich nicht unter allen Vertretern der
GDS(L)-Lipasen konserviert und nur wenige Alternativen identi iziert. Bender et al. (2009)
beschrieben eine neue Lipase-Familie, die Phospholipasen (PlaB)-Lipasen, deren Mitglieder
katalytische Reste an anderen Stellen aufweisen. Allerdings weist die isolierte Lipase zu diesen
ebenfalls nur eine sehr geringe Homologie auf.
Die Berechnung einer 3D-Struktur für die GDS(L)-Lipase erfolgte mittels SWISS-MODEL. Als
Template wurde die Esterase estA aus Pseudomonas aeruginosa (PDB-ID: 3KVN) verwendet, da
bisher keine Struktur einer GDS(L)-Lipase aus Pilzen publiziert wurde. Beide Sequenzen zeigten
lediglich eine Ubereinstimmung von 21% und das Template besitzt die klassische katalytische
Triade. Die Homologie der Strukturen war zu gering, um ein aussagekräftiges Modell erstellen
zu können. Daneben wurden Modelle mit Xylanesterasen (PDB-ID: 4JJ6 und 2WAA) bzw. einer
Lipase (PDB-ID: 1YZF) als Template erstellt. Den Templates fehlen ebenso wie der klonierten
GDS(L)-Lipase die klassischen katalytischen Reste. Die Homologien dieser Sequenzen zu dem
klonierten Enzym lagen bei etwa 18%, somit konnte hier ebenfalls kein aussagekräftiges Modell
erstellt werden. Der Vergleich von Sequenzen verschiedener GDS(L)-Lipasen zeigt, dass andere
His- oder Asp/Glu-Reste konserviert sind und als katalytisch aktive Reste der GDS(L)-Lipasen
fungieren könnten. Ohne ein geeignetes Modell lässt sich ihre Lage in der dreidimensionalen
Struktur jedoch nicht eindeutig bestimmen. Daher kann nicht bestimmt werden, ob diese Reste
tatsächlich an der Katalyse beteiligt sein könnten. Die GDS(L)-Lipasen aus Basidiomyceten
könnten jedoch einen ganz eigenenReaktionsmechanismus aufweisen. DieseAnnahmewird auch
dadurch gestützt, dass sich die Tertiärstruktur der GDS(L)-Lipasen deutlich von der klassischen
α/β-Hydrolase-Faltung unterscheidet und einzigartig unter den bisher bekannten Hydrolasen ist
(Muralidharan et al. 2013). Genauere Auskunft über an der Katalyse beteiligte Aminosäurereste
kann durch Kristallisation und anschließende Röntgenstrukturanalyse der Lipase gewonnen
werden.
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4.5.2 Kulturverlauf und Induk onseffekt verschiedener Kohlenstoffquellen

Der Pilz Pleurotus sapidus kann verschiedene Substrate besiedeln, wobei sich die Zusammenset-
zung des Sekretoms in Abhängigkeit des besiedelten Substrates verändert. Im Rahmen dieser
Arbeit wurde untersucht, ob durch die Verwendung bestimmter C-Quellen im Kulturmedium
die Aktivität von Lipasen im Sekretom gesteigert wird. Dabei wurde davon ausgegangen, dass
eine gesteigerte Aktivität vor allem auf die vermehrte Bildung von Lipasen zurückzuführen ist
(Substratinduktion). Mit Keimöl als Induktor wurde die Lipaseaktivität gegenüber der Kontrolle
nicht gesteigert. Tween® 80 führte als Induktor nach einer anfänglichen lag-Phase (bis Tag 2), zu
einem raschen Anstieg der Lipaseaktivität. Am Tag 5 überstieg die Enzymaktivität die Aktivität
ohne Induktion um den Faktor 15 (Abb. 3.3). Der anschließende rasche Abfall der Lipaseaktivität
ist vermutlich auf die abnehmende Substratkonzentration zurückzuführen, bei der die Bildung
weiterer Lipasennichtmehr induziertwird. Tween® 80 ist einPolyoxyethylensorbitanmonooleat,
welches als Emulgator und Stabilisator Anwendung in der Lebensmittelindustrie indet. Als nicht-
ionischer grenz lächenaktiver Stoff sorgt es für eine feine Verteilung hydrophober Substrate
und gewährleistet eine stabile Substratemulsion. Dadurch wird eine ausgedehnte Grenz läche
bereitgestellt (Liu et al. 2000). Verschiedene Stoffe wie Tenside sind dafür bekannt, dass sie
die Permeabilität von Membranen erhöhen und den Export von verschiedenen Komponenten
erleichtern. Daher ist anzunehmen, dass Tween® 80 neben der Erhöhung der Biosynthese von
Lipasen auch deren Sekretion verstärkt (Dalmau et al. 2000).

4.5.3 Heterologe Expression

Die GDS(L)-Lipase wurde heterolog im ilamentösen Ascomycet Trichoderma reesei exprimiert
(ABEnzymes), wobei eine Sekretion der Lipase in den Kulturüberstand vermittelt wurde. Fi-
lamentöse Pilze sind in der Lage, große Proteinmengen zu sekretieren (Gouka et al. 1997),
eukaryotische mRNA zu prozessieren, ermöglichen posttranslationale Modi ikationen (u.a. Gly-
kosylierung) und die Bildung von Disul idbrücken (Lin et al. 1993). Für die Expression wurden
drei verschiedene Expressionsvektoren erzeugt (Abb. 7.6), die sich hinsichtlich des Sekretions-
signals unterscheiden. Mit Hilfe des verwendeten Expressionssystems wurde eine ef iziente
Sekretion des rekombinanten Proteins in denKulturüberstand erreicht und ausreichende Enzym-
mengen für technische Applikationen produziert. Unabhängig vom verwendeten Expressions-
konstrukt wurde die höchste Lipaseaktivität im Kulturüberstand bei der batch-Fermentation
nachgewiesen. Für die Vermittlung der Sekretion wurde zum einen das native Signalpeptid
der Lipase verwendet (pAB500-LipPS), zum anderen wurde das Lipasegen ohne die mittels
SiganlP vorhergesagte Signalsequenz mit der cbhI-Signalsequenz (pAB510-LipPS) bzw. mit dem
cbhII-Carrier (pAB600-LipPS) fusioniert. Der cbhII-Carrier wird durch die KexII-Protease abge-
spalten, wodurch das aktive Enzym entsteht. Bei der Verwendung der nativen Signalsequenz und
des cbhII-Carriers wurden vergleichbar hohe Lipaseaktivitäten im Kulturüberstand nachgewie-
sen (Abb. 3.76). Offensichtlich führt auch die natürliche Signalsequenz zur Sekretion der Lipase
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im heterologen Organismus. Außerdem spricht dies dafür, dass das natürliche Signalpeptid der
Lipase ebenfalls abgespalten wird. Allerdings ist es auch möglich, dass die native Signalsequenz
die Aktivität der Lipase nicht negativ beein lusst. Mit der cbhI-Signalsequenz wurde im Vergleich
eine niedrigere Lipaseaktivtät in den Kulturüberstand sekretiert. Hier bleibt zu überprüfen, ob
die Signalsequenz ein schlechteres Sekretionssignal für die Lipase ist, oder ob die niedrigere
Aktivität auf eine schlechtere Abspaltung der Signalsequenz zurückzuführen ist.

4.5.4 Biochemische Charakterisierung der GDS(L)-Lipase

Für die GDS(L)-Lipase wurde experimentell ein pI zu 5,0 (Abb. 3.78) und ein Molekulargewicht
von 33,3 kDa (Abb. 3.77) bestimmt. Der anhand der IEF ermittelte pI stimmt mit dem aus der
Sequenz berechneten pI überein. In der Literatur sind für GDS(L)-Lipasen aus Pilzen pI-Werte im
Bereich zwischen 4,2 und 5,6 (BRENDA) beschrieben. Der pI der in dieser Arbeit untersuchten
Lipase liegt ebenfalls in diesem Bereich.
Kikuta et al. (2012) beschrieben für eine GDS(L)-Lipase ein pH-Pro il mit einem Aktivitätsmaxi-
mum von pH7,5, deren Aktivität unterhalb und oberhalb diesesWertes stark abnahm. Für dieses
Enzymwurde bei pH6,0 keine Aktivität ermittelt. Die GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus zeigte
ein vergleichbares pH-Pro il, wobei die Aktivität bei pH6,0 noch zwischen 20% und 30% lag.
Das Molekulargewicht von GDS(L)-Lipasen variiert stark zwischen 22 kDa und 60 kDa, wobei
das Molekulargewicht von glykosylierten Enzymen höher sein kann (Akoh et al. 2004). Für
die GDS(L)-Lipase aus Pleurotus sapidus wurden fünf potentielle O- und keine potentielle
N-Glykosylierungsstelle ermittelt (s. 3.6.2). Das ermittelte apparente Molekulargewicht stimmt
mit dem aus der Primärsequenz berechneten Molekulargewicht überein, was darauf hindeutet,
dass die rekombinante Lipase nicht glykosyliert wird. In dieser Arbeit wurde allerdings bereits
gezeigt, dass in Trichoderma reesei heterolog exprimierte Enzyme aus Pleurotus sapidus prozes-
siert und modi iziert werden. Daher ist es möglich, dass die rekombinante Lipase ebenso durch
den Wirtsorganismus prozessiert wird. Deshalb muss der Glykosylierungsgrad des rekombinan-
ten Enzyms ebenso wie der des nativen Enzyms noch untersucht werden.

4.5.5 Mögliche Rolle der GDS(L)-Lipase bei der Degrada on von Lignocellulose

Ihre biochemischen Eigenschaften machen Lipasen und Esterasen zu attraktiven Enzymen für
die biotechnologische Anwendung. Die GDS(L)-Lipasen sind aufgrund ihrer Fähigkeit, ein breites
Substratspektrum umsetzen zu können, besonders interessant. Sie haben ein lexibles aktives
Zentrum, das in Gegenwart und bei der Bindung verschiedener Substrate seine Konformation
ändert (induced it) und so die Umsetzung unterschiedlicher Substrate ermöglicht. Daher besit-
zen sie das Potential, interessante Esterverbindungen, beispielsweise für die Pharmaindustrie
oder Lebensmittelindustrie, zu hydrolysieren und zu synthetisieren (Akoh et al. 2004).
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Extrazelluläre hydrolytische Pilzenzyme haben als wesentliche Bestandteile des Sekretoms die
Aufgabe, den Zucker aus p lanzlichen Polymeren (Hemicellulosen, Cellulosen) als Kohlenstoff-
undEnergiequelle für denPilz verfügbar zumachen. In vorangegangenenArbeitenwurde gezeigt,
dass bei einer Kultivierung des Pilzes Pleurotus sapidus auf Rapsstroh als Substrat relevante
enzymatische Aktivitäten detektiert wurden, die mit dem Lignocelluloseabbau in Verbindung
stehen. Peroxidase-, Laccase-, Lipase-, Esterase-, Peptidase-, Xylanase- undGlucanase-Aktivitäten
wurden dabei zeitabhängig nachgewiesen (Schüttmann 2011). Die Lipaseaktivität wurde hierbei
über die gesamte Kulturdauer nachgewiesen. Die klonierte GDS(L)-Lipase könnte als Bestandteil
des Sekretoms am Abbau von Lignocellulose bzw. dem Umbau von Zwischenprodukten beteiligt
sein. Cellulasen und Xylanasen besitzen für die Bindung an Cellulose sogenannte Cellulosebin-
dedomänen (CBD). Das Vorhandensein einer CBD ist somit ein Indiz für die Beteiligung dieser
Enzyme am Abbau von Cellulosen. Für die katalytische Aktivität der Enzyme ist die CBD jedoch
nicht essentiell (Gilkes et al. 1991). Kroon et al. (2000) zeigten, dass die von ihnen untersuchte
Zimtsäureesterase aus dem Pilz Penicillium funiculosum ebenfalls eine Cellulosebindedomäne
besitzt. Die Aktivität der Esterase wurde durch die Eliminierung der CBD nicht beein lusst. In der
Literatur wurde eine GDS(L)-Lipase aus dem Rotfäulepilz Heterobasidion parviporum beschrie-
ben, die eine Cellulosebindedomäne besitzt (Yakovlev et al. 2008) und für die eine Beteiligung am
Abbau der Cellulose postuliert wird. Allerdings wurde bei der klonierten GDS(L)-Lipase anhand
von Datenbankrecherchen keine bekannte Cellulosebindedomäne nachgewiesen. Dies deutet,
ebenso wie der Nachweis der Aktivität des Enzyms über die gesamte Kulturdauer, darauf hin,
dass die Lipase indirekt am Abbau von Lignocellulosen beteiligt sein könnte. Eventuell baut die
Lipase Zwischenprodukte weiter ab oder ist an

”
Entgiftungsprozessen“ beteiligt.

Weiterhin gibt es Hinweise darauf, dass Hydrolasen auch aktiv am Abbau der Lignocellu-
lose beteiligt sind. Unter den Hydrolasen sind spezielle Esterasen (EC 3.1.1.x) von besonderer
Bedeutung, die in der Lage sind, Esterbindungen zwischen den p lanzlichen Zellwandpolysac-
chariden und den Hydroxyzimtsäure-Bausteinen des Lignins (beispielsweise Ferulasäure oder
p-Coumarsäure) zu hydrolysieren (Wong 2006). Zu diesen Esterasen gehören die Feruloyl-
esterasen (EC 3.1.1.73), die an der Spaltung der Esterbindungen von

”
Crosslinkern“ (bspw.

Diferulate) zwischen Arabinoxylanketten und zwischen Arabinoxylan und Lignin beteiligt sind
(Fazary und Ju 2007). Sie spielen somit in der initalen Phase des Abbaus von Lignocellulose
eine wichtige Rolle (Kroon et al. 2000, Mackenzie und Bilous 1988, Rumbold et al. 2003). Bisher
wurden jedoch nur wenige Enzyme charakterisiert, die diese Esterbindungen hydrolysieren
können, von denen die meisten aus Bakterien, Hefen und Ascomyceten stammen (Fazary und Ju
2007,Wong 2006). Das Interesse an Feruloylesterasen für Biotransformationen von industriellen
Nebenströmen steigt stetig. Beispiele hierfür sind die enzymatische Freisetzung von Ferulasäure
und anderen Zimtsäurederviaten aus Zellwandpolymeren, die als Rohstoff für die biotechnologi-
sche Produktion von Vanillin, Vanillinsäure oder Vinylguajakol dienen (Rosazza et al. 1995).
Die Substratspezi ität des Enzyms wurde in Abhängigkeit von der Acyl-Kettenlänge verschiede-
ner p-Nitrophenylester ermittelt (s. 3.6.6). Die Aktivität des Enzyms stieg mit der zunehmenden
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Acyl-Kettenlänge des Substrates und einer geraden Anzahl C-Atome an. Das Enzym zeigte somit
typische katalytische Eigenschaften einer Lipase. Zusätzlich katalysierte die Lipase die Hydrolyse
des von der Zimtsäure abgeleiteten Ferulasäuremethylesters in geringem Maße. Zimtsäurederi-
vate sind Vorstufen der im Lignocellulose-Komplex vorkommenden Monolignole, deren Ester
klassische Bindungstypen in p lanzlichen Zellwänden repräsentieren (Iiyama et al. 1994, Li
und Helm 1995). Die Umsetzung des feruloylierten Polysaccharids 5-O-trans-feruloyl- -arabino-
furanose (F-A) durch die untersuchte GDS(L)-Lipase war nicht signi ikant. Im Rahmen der
Charakterisierungwaren katalytische Eigenschaften einer Feruloylesterase somit nicht eindeutig
nachzuweisen. Daher kann über die genaue Funktion der Lipase im Sekretom keine Aussage
getroffen werden. Durch Variation der Substrat- bzw. der Enzymkonzentration müsste weiter
untersucht werden, ob die GDS(L)-Lipase Eigenschaften einer Feruloylesterase zeigt.

4.6 Feruloylesterase

Die Feruloylesterasen gehören zu den Schlüsselenzymen für den Abbau von Lignocellulosen
(Williamson et al. 1998b). Die Ferulasäure spielt eine wichtige Rolle bei der Ligninsynthese und
kann das Lignin mit Polysacchariden des Zellwandmaterials über Esterbindungen verknüpfen.
Diese Bindung kann durch die Feruloylesterasen hydrolysiert werden (Williamson et al. 1998a).
Durch verschiedene Genomprojekte wurden inzwischen über 350 Sequenzen für potentielle
Feruloylesterasen identi iziert, allerdings wurde bisher nur eine Feruloylesterase von Pleurotus
sapidus charakterisiert (Linke et al. 2013). Für die Charakterisierung wurde das Enzym aus dem
Kulturüberstand gereinigt. Die Ef izienz der Isolierung von Enzymen aus Kulturüberständen ist
für biotechnologische Anwendungen zu gering, daher wurde die cDNA für dieses Enzym kloniert
und sequenziert (Linke et al. 2013). Für Expressionsstudien zur heterologen Expression dieser
Esterase aus Pleurotus sapidus (EPS1) in Hansenula polymorpha wurden von der Firma Artes
Biotechnology rekombinante Stämme generiert, die für die Expressionsversuche in dieser Arbeit
zur Verfügung gestellt wurden. Allerdingswurde dabei nur unlösliches, inaktives Enzym gebildet.
Daher wurde das Enzym solubilisiert und versucht, dieses auf der Grundlage bekannter Proto-
kolle für die Rückfaltung von Esterasen sowie der bei der Rückfaltung der Arylalkoholoxidase
gewonnenen Erfahrungen zu renaturieren.

4.6.1 Solubilisierung

Für die Solubilisierung werden häu ig hohe Konzentrationen (6 bis 8M) chaotroper Agen-
zien, wie Guadiniumhydrochlorid oder Harnstoff verwendet (Middelberg 2002, Villaverde und
Carrió 2003). Die Verwendung dieser Agenzien erhöht die Löslichkeit, führt jedoch auch zur
vollständigen Entfaltung des Proteins. In dieser Arbeit wurde die Esterase erfolgreich mit 8M
Harnstoff solubilisiert. Die Verwendung eines Puffers, dessen pH-Wert sich deutlich vom pI
des Proteins unterscheidet, ermöglicht es das Protein unter milderen Bedingungen in Lösung
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zu halten. Weiterhin können reduzierende Agenzien, wie z.B. DTT, zugesetzt werden, die dazu
beitragen, dass die Cysteinreste in reduziertem Zustand vorliegen. Dadurch werden nicht-native
intra- und intermolekulare Disul idbrückenbildungen verhindert. Daneben wird häu ig EDTA als
Chelatbildner zugesetzt, um die Metall-katalysierte Luftoxidation der Cysteinreste zu verhindern
(Singh und Panda 2005).

4.6.2 Rückfaltung

Die Rückfaltung der Esterase erfolgte in vier verschiedenen Rückfaltungspuffern. In einem
Rückfaltungsgemisch sollte die Rückfaltung nach einer bekannten Rückfaltungsstrategie für eine
Lipase aus Pleurotus sapidus nach Krügener et al. (2009) erfolgen. Diese Rückfaltungsstrategie
wurde variiert, indem diesem Puffer Faltungsadditive zugefügt wurden. Zusätzlich wurde ein
Rückfaltungsprotokoll für andere hydrolytische Enzyme getestet. In einem weiteren Rückfal-
tungsgemisch wurde der Puffer verwendet, der für die Rückfaltung der Arylalkoholoxidase
(s. 2.5.9) erfolgreich angewendet wurde.
Für die Renaturierung eignen sich, ebenso wie für die Solubilisierung, typische Proteinpuffer. Bei
der Rückfaltung der Esterase wurden ein Tris-HCl-Puffer und ein HEPES-Puffer verwendet.
Zusätzlich können Faltungsadditive verwendet werden, die stabilisierend auf die renaturierten
Proteine wirken. Diese Additive können prinzipiell zwei Funktionen haben: Sie verbessern die
Faltung oder vermindern Aggregationen. Dabei verstärken sie entweder die Protein-Protein-In-
teraktionen oder vermindern die Interaktionen zwischen Seitenketten der Faltungsintermediate,
die zu Aggregationen führen können (Tsumoto et al. 2003). Die Additive wirken im Rück-
faltungspuffer als Detergenz, Chelatbildner, Stabilisator, Salz, Osmolyt oder chaotropes Agens
(Alibolandi und Mirzahoseini 2011). Das eingesetzte Faltungsadditiv Glycerol ist bereits lange
als Faltungsstabilisator bekannt und der Stabilisierungsmechanismus wurde durch Timasheff
(2002) beschrieben. Glycerol führt zu einer Verstärkung der hydrophoben Wechselwirkungen,
da es sich um die Proteine anordnet. Sorbitol wirkt ebenfalls stabilisierend bei der Rückfaltung.
Dieser Zuckeralkohol vermindert die Aggregation, indem er die Struktur und Eigenschaften von
Wassermolekülen verändert, die das zu faltende Protein umgeben (Alibolandi und Mirzahoseini
2011). Durch den Zusatz von Salzen kann die Renaturierungsausbeute verbessert werden. In
den verschiedenen Rückfaltungsansätzen wurden die eingesetzten Salze (Calcium-, Natrium-
und Kaliumchlorid) variiert. Abhängig von Art und Konzentration können Salze stabilisierend
auf Proteine wirken und somit deren Löslichkeit erhöhen (Tanford und Huggins 1961). EDTA
wird ebenfalls als Faltungsadditiv eingesetzt und fördert als Chelatbildner die Proteinrückfaltung,
wobei der Mechanismus bisher noch ungeklärt ist. In der Literatur wird ebenfalls der Einsatz der
Aminosäuren -Arginin und Prolin für die Renaturierung von Proteinen beschrieben. -Arginin
wirkt dabei vermutlich denaturierend und limitiert so die Anzahl möglicher falscher Faltungs-
intermediate (Xia et al. 2007, Yancey et al. 1982). Prolin bindet Intermediate und reduziert
die hydrophobe Ober läche von Proteinen und vermindert so die Aggregation (Rudolph und
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Crowe 1985). Auch Detergenzien, wie SDS, Triton X-100 und Tween® 80, werden in geringen
Konzentrationen (0,01% bis 1%) für die Rückfaltung eingesetzt (Alibolandi und Mirzahoseini
2011).
Die Verwendung eines Redoxsystems im Renaturierungspuffer ermöglicht zum einen durch Oxi-
dation von Cysteinresten imProtein die Bildung vonDisul idbrücken, zum anderen können falsch
gebildete Disul idbindungen aufgebrochen und native gebildet werden (Wang et al. 2010). Die
Sequenz der Esterase enthält fünf Cysteinreste, die an einer Bildung vonDisul idbrücken beteiligt
sein könnten. Für die Rückfaltung der Esterase wurde u.a. eine Kombination aus oxidiertem
(GSSG) und reduziertemGlutathion (GSH) imVerhältnis 2:1 im schwach alkalischenMilieu (pH9)
verwendet. Daneben wurde in Rückfaltungsansätzen ebenfalls DTT bzw. TCEP als reduzierendes
Agens eingesetzt, um Disul idbrücken in und zwischen Proteinen aufzubrechen. Der Einsatz von
Reduktionsmitteln ist nicht kritisch, allerdings wird dadurch die Rückfaltungsdauer beein lusst.
Bei der Rückfaltung durch blitzartige Verdünnung verbleibt ein Teil der niedermolekularen Addi-
tive des Solubilisierungspuffers (z.B. Harnstoff) im Rückfaltungspuffer. Diese niedermolekulare
Substanzen werden ansonsten auch in geringen Konzentrationen Rückfaltungspuffern zugesetzt
um Aggregationen zu vermindern. Analog zur Rückfaltung der Arylalkoholoxidase wurde die
Rückfaltungsdauer, die -temperatur sowie die Proteinkonzentration variiert. Allerdings gibt es
keine Rückfaltungstechnik bzw. -methode, die auf alle Proteinrückfaltungsprozesse übertragbar
ist. Trotz der Variation der verschiedenen Parameter wurde mit den verwendeten Rückfaltungs-
systemen kein aktives Protein erhalten.
Für die Optimierung der Rückfaltungsbedingungen gibt es kommerziell erwerbliche Renaturie-
rungs-Kits, wie z.B. das iFOLD™ Protein Refolding System der Firma Novagen. Mit diesem Kit
können parallel eine große Zahl unterschiedlicher Puffer für die Renaturierung von Proteinen
getestet werden. Die Renaturierung des Proteins soll dabei durch eine rasche Verdünnung in
einem Renaturierungspuffer erfolgen. Dafür stellt das System eine 96-Well Mikrotiterplatte
mit verschiedenen, empirisch ermittelten Renaturierungspuffern zur Verfügung. Möglicherweise
könnten mit Hilfe des iFOLD™-Systems geeignete Renaturierungsbedingungen für die Esterase
aus Pleurotus sapidus gefunden werden.
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5 Ausblick

In weiteren Arbeiten sollten andere Expressionssysteme für die rekombinante Produktion der
Arylalkoholoxidase im großen Maßstab untersucht werden. Wie in dieser Arbeit für die rPsaDyP
und die GDS(L)-Lipase gezeigt wurde, ist der Ascomycet Trichoderma reesei als Expressions-
stamm für die heterologe Expression vonEnzymen ausBasidiomyceten geeignet. Danebenwurde
die funktionelle Expression verschiedener Pilzenzyme in Ascomyceten der Gattung Aspergillus
beschrieben (Hülsdau 2007, Ruiz-Dueñas et al. 2006, Sugano et al. 2000). Der Einschluss
von Proteinen in inclusion bodies ist häu ig Teil eines Entgiftungsprozesses. Eine optimierte
sekretorische Expression – auch in Koexpression mit einer Katalase – könnte die Toxizität,
des durch eine aktive Arylalkoholoxidase produzierten H2O2 erniedrigen und so diese Form
des Zellschutzes verhindern. Neben der heterologen Expression in Ascomyceten könnte die
Expression in einem anderen Basidiomyceten – wie Coprinopsus cinerea – oder eine homologe
Expression einen Ansatz für eine rekombinante Produktion bieten. Wird dadurch die Bildung
einer löslichen, aktiven Arylalkoholoxidase erreicht, könnte das getestete Zwei-Enzym-System
weiterentwickelt werden und weitere Versuche zur Oxidation von technischem Lignin erfolgen.
Die codierende Sequenz der DyP-Typ Peroxidase wurde erfolgreich in Trichoderma reesei expri-
miert, wobei das Zielenzym in den Kulturüberstand sekretiert wurde. Das Enzym wurde erfolg-
reich gereinigt und charakterisiert. Im Folgenden sollte das Enzym bzw. das Enzym mit gebun-
denem Substrat (Co-Kristallstruktur) kristallisiert werden. Dabei könnten die Substratbindeta-
schen, das Dimerisierungsinterface und der Mechanismus der Enzymkatalyse und -inhibition
näher geklärt werden. β-Carotin wird durch die rPsaDyP auch ohne Zusatz von H2O2 umgesetzt.
Die Produkte dieser Umsetzung sowie der Mechanismus sollten weiter untersucht werden.
Im Verlauf der Arbeit wurde aus der rPsaDyP und der rückgefalteten Arylalkoholoxidase (AAO*)
ein Zwei-Enzym-System entwickelt. Bisher wurden die beiden Enzyme getrennt exprimiert
und anschließend zusammen in einem System eingesetzt. Wird für die Arylalkoholoxidase
ein geeignetes Expressionssystem gefunden, könnten beide Enzyme koexprimiert werden und
durch die Verwendung entsprechender Promotoren in geeigneten Konzentrationsverhältnissen
produziert werden. Bei einer solchen Koexpression beider Enzyme in einer Zelle könnte das
Wasserstoffperoxid, welches als Nebenprodukt der AAO-vermittelten Reaktion entsteht, als
Cosubstrat für die DyP-Typ Peroxidase zur Verfügung stehen. Weiterhin könnten beide Enzyme
gemeinsam in entsprechenden Verhältnissen beispielsweise an Latexmatrizen immobilisiert
werdenund so die Einsatzmöglichkeiten für biotechnologischeAnwendungen verbessertwerden.
Außerdem könnte das Zwei-Enzym-System hinsichtlich des Aufschlusses von Lignocellulosen
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optimiert werden, beispielsweise durch die Koexpression mit einer Peroxidase, die eine höhere
katalytische Ef izienz gegenüber Adlerol zeigt.
Die klonierte Lipase wurde aufgrund bioinformatischer Untersuchungen der Familie der
GDS(L)-Lipasen zugeordnet. Mittels Peptiddaten – die bei Sekretomanalysen gewonnen wur-
den – wurde gezeigt, dass dieses Enzym sekretiert wird. Mit der Lipase im Kulturüberstand
wurden bereits erste Untersuchungen hinsichtlich der Substratspezi ität durchgeführt, die in
weitergehenden Arbeiten mit dem reinen Enzym fortgesetzt werden sollten. Mit Hilfe die-
ser Untersuchungen kann die Rolle des Enzyms im Sekretom genauer beschrieben werden.
Mutagenese-Experimente sowie eine Kristallisierung des rekombinanten Enzyms bzw. des
Enzymsmit gebunden Substrat und anschließender Röntgenstrukturanalyse könnte dazu beitra-
gen, die katalytischen Aminosäurereste zu identi izieren und weitere Informationen über den
Reaktionsmechanismus zu gewinnen. Nach der Charakterisierung kann die GDS(L)-Lipase ein
weiterer Baustein für die Entwicklung einer biotechnologischen Toolbox für den Aufschluss von
Lignocellulosen werden. Verschiedene Lipasen werden bereits bei der Herstellung von Käse
verwendet, daher sollte überprüftwerden, obdiese Lipase – aus einemSpeisepilz – alsAlternative
für beispielsweise tierische Lipasen in diesem biotechnologischen Prozess verwendet werden
kann.
Die Feruloylesterase wurde, ebenso wie die Arylalkoholoxidase, in Hansenula polymorpha hete-
rolog exprimiert. Die Produktion der rekombinanten Esterase führte zu unlöslichem Protein, das
durchdenaturierendeReinigungundRückfaltungnicht in die nativeKonformation überführtwer-
den konnte. Mit Hilfe des iFold-Systems™ könnten in weiteren Arbeiten geeignete Rückfaltungs-
bedingungen für dieses Enzyms gefunden werden. Andererseits könnten sich für die heterologe
Expression der Esterase ausPleurotus sapidus ebenfalls Ascomyceten als Expressionsorganismen
als sinnvoll erweisen.
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Gottfried Wilhelm Leibniz Universität Hannover

244



Literatur

Larkin MA, Blackshields G, Brown NP, Chenna R, McGettigan PA, McWilliam H, Valentin F,
Wallace IM, Wilm A, Lopez R, Thompson JD, Gibson TJ, Higgins DG (2007) Clustal W and
Clustal X version 2.0. Bioinformatics 23:2947–2948
Laskowski RA (2009) PDBsum new things. Nucleic Acids Res 37:D355–D359
Leonhardt RH, Plagemann I, Linke D, Zelena K, Berger RG (2013) Orthologous lipoxygenases
of Pleurotus spp. – A comparison of substrate speci icity and sequence homology. J Mol Catal B:
Enzym 97:189–195
Lesage-Meessen L, Lomascolo A, Bonnin E, Thibault JF, Buleon A, Roller M, Asther M,
Record E, Ceccaldi BC, Asther M (2002) A biotechnological process involving ilamentous fungi
to produce natural crystalline vanillin frommaize bran. ApplMicrobiol Biotechnol 102:141–153
Levisson M, van der Oost J, Kengen SWM (2007) Characterization and structural modeling of
a new type of thermostable esterase from Thermotoga maritima. FEBS J 274:2832–2842
Li K,Helm RF (1995) Synthesis and rearrangement reactions of ester-linked lignin-carbohydrate
model compounds. J Agric Food Chem 43:2098–2103
Liers C, Bobeth C, Pecyna M, Ullrich R, Hofrichter M (2010) DyP-like peroxidases of the jelly
fungus Auricularia auricula-judae oxidize nonphenolic lignin model compounds and high-redox
potential dyes. Appl Microbiol Biotechnol 85:1869–1879
Liers C, Aranda E, Strittmatter E, Piontek K, Plattner DA, Zorn H, Ullrich R, Hofrichter M
(2013a) Phenol oxidationbyDyP-typeperoxidases in comparison to fungal andplant peroxidases.
J Mol Catal B: Enzym. In press : 10.1016/j.molcatb.2013.09.025
Liers C, Pecyna MJ,Kellner H,Worrich A, Zorn H, Steffen KT,Hofrichter M,Ullrich R (2013b)
Substrate oxidation by dye-decolorizing peroxidases (DyPs) from wood-and litter-degrading
agaricomycetes compared toother fungal andplant heme-peroxidases. ApplMicrobiol Biotechnol
97:5839–5849
Liese A, Seelbach K,Wandrey C, Hrsg. (2006) Industrial biotransformations. JohnWiley & Sons
Lilie H, Schwarz E,Rudolph R (1998) Advances in refolding of proteins produced in E. coli. Curr
Opin Biotechnol 9:497–501
Lin WL, Felberg RS, De Bernardez Clark E (1993) Kinetics of cell growth and heterologous
glucoamylase production in recombinant Aspergillus nidulans. Biotechnol Bioeng 41:273–279
Linde D, Pogni R, Cañellas M, Lucas F, Guallar V, Baratto MC, Sinicropi A, Sáez-Jiménez
V, Coscolín C, Romero A, Medrano FJ, Ruiz-Dueñas FJ, Martínez ÁT (2015a) Catalytic
surface radical in dye-decolorizing peroxidase: a computational, spectroscopic and site-directed
mutagenesis study. Biochem J 466:253–262
Linde D, Ruiz-Dueñas FJ, Fernández-Fueyo E, Guallar V, Hammel KE, Pogni R, Martínez
AT (2015b) Basidiomycete DyPs: Genomic diversity, structural-functional aspects, reaction
mechanism and environmental signi icance. Arch Biochem Biophys. online verfügbar unter :
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7 Anhang

7.1 Adap erte Sequenz der Arylalkoholoxidase

ATGTCGTTCA GCGCCTTGCG CCAGTTACTG TTTATCGCCT GTTTAGCGCT TCCAAGCCTT 60
GCGGCGGCGA ATCTGCCGAC TGCAGACTTT GACTATATCG TGGTAGGGGC TGGTAATGCG 120
GGTAATGTGG TGGCTGCCCG CCTGACGGAA GATCCGAACG TTAGCGTGTT AGTTCTGGAA 180
GCAGGCGTGA GTGACGAGAA TGTCGTAGGC GCCGAAGCGC CGCTGCTGGC ACCTGGCTTA 240
GTTCCGAATT CCATCTTTGA CTGGAATTAC ACCACGACCG CTCAAGCAGG GTATAACGGC 300
CGTTCCATTG CCTATCCGCG CGGTCGCATG TTGGGAGGTT CAAGCTCTGT ACACTACATG 360
GTGATGATGC GTGGTTCGAT TGAGGACTTT GATCGCTATG CGGCGGTGAC TGGGGACGAT 420
GGGTGGAATT GGGATAATAT TCAGCAGTTT GTCCGGAAGA ACGAGATGGT TGTGCCACCA 480
GCAGACAACC ACAATACGTC GGGTGAGTTT ATCCCGGCAG TCCATGGTAC AAATGGCTCG 540
GTGTCTATCA GTCTGCCGGG CTTTCCGACT CCTCTGGATG ATCGTGTGCT GGCAACCACC 600
CAGGAACAAA GCGAAGAGTT CTTCTTCAAT CCGGACATGG GGACAGGACA TCCGCTCGGG 660
ATCAGTTGGT CAATCGCATC TGTTGGCAAT GGGCAACGGA GCAGTTCATC AACCGCATAT 720
CTGCGCCCTG CACAGAGTCG TCCGAATCTG TCCGTCCTCA TTAATGCGCA AGTGACGAAA 780
TTGGTGAATT CTGGAACTAC GAACGGACTT CCGGCGTTTC GCTGCGTTGA GTATGCGGAA 840
CGCGAAGGTG CACCGACAAC GACCGTATGC GCCAAGAAAG AAGTGGTGCT CAGTGCGGGA 900
TCGGTGGGCA CCCCAATCTT ACTGCAGCTC TCTGGCATTG GCGATCAGAG CGATCTGTCT 960
GCCGTGGGCA TTGACACCAT CGTCAACAAC CCGTCTGTAG GCCGCAATCT GTCGGATCAT 1020
TTGCTGCTGC CTGCTACTTT CTTTGTGAAC AACAACCAGT CGTTTGATAA CCTGTTTCGC 1080
GATTCTAGCG AGTTCAATGC AGACTTAGAT CAATGGACGA ATACGCGCAC CGGTCCGTTG 1140
ACCGCGCTGA TTGCGAATCA TCTCGCTTGG TTACGGTTAC CGTCCAACTC AAGCATCTTT 1200
CAGTCAGTGC CAGATCCAGC TGCGGGTCCG AATTCGGCCC ATTGGGAAAC CATCTTTTCC 1260
AACCAGTGGT TTCACCCGGC ATTGCCTCGC CCGGATACCG GCAACTTTAT GAGCGTTACC 1320
AATGCTCTGA TTGCGCCGGT TGCCCGTGGC GACATCAAAC TTGCCACCAG TAATCCGTTC 1380
GATAAACCGC TTATTAATCC GCAGTATCTC TCGACGGAAT TCGATATTTT CGCGATGATT 1440
CAGGCCGTCA AAAGCAACTT GCGTTTTCTG AGTGGCCAGG CTTGGGCGGA TTTCGTTATT 1500
CGCCCGTTCG ATGCGCGTCT GTCGGACCCA ACCAATGATG CCGCTATTGA ATCGTATATT 1560
CGCGATAACG CCAACACGAT CTTTCATCCA GTTGGTACAG CGAGCATGAG CCCGCGTGGC 1620
GCCTCCTGGG GTGTCGTCGA TCCTGATCTG AAAGTGAAAG GCGTTGACGG TTTGCGCATT 1680
GTGGATGGGT CCATTCTGCC GTTTGCCCCG AACGCCCACA CCCAAGGCCC GATTTACCTG 1740
GTAGGTGAAC GTGGCGCCGA TCTGATCAAA GCGGATCAAT AG 1782

Abbildung 7.1: Arylalkoholoxidasesequenz angepasst an die codon usage von E. coli B
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7.2 Vektorkarten

7.2.1 Vektoren für die heterologe Expression der Arylalkoholoxidase in E. coli

pMal-c4x-AAO
8426 bp

tac-Promotor
lac-Operator

Factor Xa-Schnittstelle

rrnB T1 Terminator

Am
pR-Promotor

lacIq-Promotor

Abbildung 7.2: Karte des Expressionsvektors pMal-c4x-AAO
ori – pUC origin: high copy Replika onsursprung, AmpR – Ampicillinresistenzgen,
lacI – lac-Repressor, MBP – Maltose-Bindeprotein, AAO – Arylalkoholoxidase, rop –
Regulatorprotein Rop (repressor of primer) für die Replika on des Plasmids, bom – basis of
mobility

pColdI-AAO
6181 bp

cspA-Promotor
lac-Operator
cspA 5‘ UTR
TEE
His6-tag
Factor Xa-Schnittstelle
MCS

MCS
cspA 3‘ UTR

Abbildung 7.3: Karte des Expressionsvektors pColdI-AAO
ori – ColE1 ori: low copy Replika onsursprung, AmpR – Ampicillinresistenzgen,
lacI – lac-Repressor, M13 IG – M13-Phage intergene sche Region, AAO – Arylalkoholoxi-
dase, MCS – Polylinker, UTR – untranslated region, TEE – transla on enhancing element
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7.2.2 Vektoren für die heterologe Expression der Arylalkoholoxidase in Hansenula
polymorpha

pFPMT-H1-M-AAO-H6
8073 bp

His6-tag

Abbildung 7.4: Karte des Expressionsvektors pFPMT-H1-M-AAO-H6 (verändert nach ARTES Biotechnology)
ori – Origin of replica on aus pBR322, AmpR – Ampicilinresistenzgen, HARS1 – autonom
replizierende Sequenz 1 aus H. polymorpha, URA3 – URA3-Gen aus S. cerevesiae,
FMD-P – Promotor des Formiatdehydrogenase-Gens aus H. polymorpha
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7.2.3 Konstrukte für die heterologe Expression der rPsaDyP und der GDS(L)-Lipase in
Trichoderma reesi

Die Peroxidase- und Lipase-cDNA-Sequenz aus Pleurotus sapidus wurden unter Anwendung der
Trichoderma reesei Codon-Nutzung synthetisiert.

Abbildung 7.5: Schema sche Darstellung der Peroxidase Expressionskasse en (verändert nach AB Enzymes). In
beiden Konstrukten steht die Peroxidase-Sequenz unter der Kontrolle des cbhI-Promotors und
-Terminators
A – AB510-DyPK10 B – AB600-DyPK10M mit Fusion cbhII-Carrier-DyP
amdS – Selek onsmarker Acetamidase

Abbildung 7.6: Schema sche Darstellung der Lipase-Expressionskasse en (verändert nach AB Enzymes). In
allen Konstrukten steht die Lipase-Sequenz unter der Kontrolle des cbhI-Promotors und
-Terminators
A – AB500-LipPS enthält die Lipase mit na ver Signalsequenz
B – In AB510-LipPS dient die cbhI-Signalsequenz der Sekre on der Lipase
C – In AB600-LipPS dient der cbhII-Carrier der Sekre on eines cbhII-KexII-Lipase Fusionsproteins
amdS – Selek onsmarker
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7.2.4 Vektor für die heterologe Expression der Esterase aus Pleurotus sapidus

Für die cytosolische Expression der Esterase in Hansenula polymorpha wurde ein Leseraster
synthetisiert, wobei die Esterase-cDNA-Sequenz aus Pleurotus sapidusmit einem Startmethionin
und einem C-terminalen His-tag versehen wurden. Die Sequenz wird von Schnittstellen für die
Restriktionsendonukleasen EcoRI und BamHI lankiert.

Abbildung 7.7: Schema sche Darstellung des Expressionsvektors und des Expressionskonstruktes für die Este-
rase aus P. sapidus (verändert nach ARTES Biotechnology).
M – Startmethionin EPsa – cDNA Sequenz der Esterase aus P. sapidus ohne Signalsequenz
His6 – His-tag FMD-P – FMD-Promotor aus H. polymorpha MOX-T – MOX-Terminator
aus H. polymorpha ampR – Ampicillin-Resistenzgen aus pBR322 ScURA3 – URA3 aus
Saccharomyces cerevisiae
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7.3 Größenstandards
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Abbildung 7.8: DNA-Größenstandards für die Agarosegelelektrophorese (Tab. 2.4)
A – 100 bp DNA-Leiter, extended
B – 1 kbp DNA-Leiter

200
150
120
100

85
70
60
50

40

30

25
20

15

10

kDa
A

170

130

100

70

55

40

30

25

15

10

kDa
B

250

130

100
70

55

35

25

15

10

kDa
C

720

545
450

272

146

67

45

21

kDa
E pIF

3,5

4,2
4,5

5,2
5,3

6,0

6,9
7,4

7,8

8,0

85
120

50

35

25

20

kDa
D

Abbildung 7.9: Standards für die Polyacrylamidgelelektrophorese von Proteinen (Tab. 2.4)
A – PageRuler™ Unstained Proteinladder SDS-PAGE
B – PageRuler™ Pestained Proteinladder Western Blot
C – PageRuler™ Plus Prestained Proteinladder Western Blot
D – Prestained Protein Molecular Weight Marker Western-Blot
E – SERVA Na ve Marker Liquid Mix clear na ve und blue na ve PAGE
F – IEF Marker 3–10, Liquid Mix IEF
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