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1. Einleitung 

Enzyme sind biologische Katalysatoren, die in der Lage sind chemische Reaktionen zu 

katalysieren. Sie können eine hohe Chemo-, Regio- und Enantioselektivität besitzen. Bereits 

vor über einem Jahrhundert wurden Enzymen zur Katalyse von chemischen Reaktionen, wie 

der Herstellung von 2-Hydroxy-2-phenylacetonitril verwendet. 

Enzyme sind in der freien Natur einem stetigen Selektionsdruck ausgesetzt, da sie für ihr 

Überleben einen Selektionsvorteil gegenüber Konkurrenzenzymen benötigen. Aus diesem 

Grund werden Enzyme im Verlauf der Evolution stetig optimiert. Durch eine beschleunigte 

„Evolution im Reagenzglas“ ist es heutzutage möglich neue oder verbesserte Enzyme 

innerhalb von Wochen zu kreieren, wofür die Natur mehrere Millionen Jahre benötigt hätte. 

Das Verändern oder Anpassen von Proteinen spielt in unserer Zeit eine große Rolle, um 

maßgeschneiderte Biokatalysatoren für industrielle Anwendungsgebiete zu erstellen. In den 

80er Jahren wurden erstmalig Protein-Engineering Methoden zur Herstellung von 

Feinchemikalien angewandt, um unter anderem das Substratspektrum der Enzyme zu 

verändern. Das Protein-Engineering wurde von Frances Arnold in den 90er Jahren durch 

molekularbiologische Methoden und der in vitro Evolution revolutioniert. Diese in vitro oder 

auch „gerichtete Evolution“ basiert auf der Veränderung der Nukleotidsequenz und 

anschließenden Durchmusterung der erstellten Bibliothek nach verbesserten Enzym-

varianten.[1] Eine gerichtete Evolution im Labor ermöglicht neben der Erweiterung des 

Substratspektrums, die Verbesserung der Enantioselektivität von Biokatalysatoren oder in 

Einzelfällen die Erzeugung einer neuen Aktivität. Die neuen Eigenschaften des Enzyms 

können zum Beispiel für die Detoxifizierung von Umweltschadstoffen,[2] die Produktion von 

Lebensmitteln[3] oder die Synthese von Feinchemikalien und Medikamenten[4] eingesetzt 

werden. Die Anwendungsgebiete von Enzymen in der Industrie sind daher sehr vielfältig. 

Die stärkste Konkurrenz von Enzymen in der Produktion von Feinchemikalien oder 

Nahrungsmitteln sind die Verfahrenstechniken der organischen Chemie, da es eine große 

Anzahl an bekannten chemischen Katalysatoren gibt und damit eine breitere Auswahl an 

Reaktionen durchgeführt werden können als mit biologischen Katalysatoren. Vorteile von 

Enzymen sind hingegen eine im Allgemeinen höhere Effizienz unter moderateren 

Reaktionsbedingungen (Druck, Temperatur, Lösungsmittel),[5] durch welche biotech-

nologische Verfahren im Allgemeinen umweltfreundlicher als Chemische sind. Aus diesem 
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Grund versucht die Industrie vermehrt ihre chemischen Verfahren durch Biotechnologische 

zu ersetzen. Dazu ist es notwendig, Enzyme zu kreieren, die die gewünschten Reaktionen 

katalysieren können. Dabei gibt es viele Möglichkeiten Biokatalysatoren zu finden, die für 

eine industrielle Aufgabe geeignet sind. Neben der beschriebenen gerichteten Evolution zur 

Anpassung von Enzymvarianten kann eine Bibliothek von Organismen nach der gewünschten 

Eigenschaft durchmustert werden und das Enzym im Anschluss aus dem Organismus isoliert 

werden. Über Metagenomansätze,[6] bei denen Genmaterial aus Umweltproben isoliert, 

exprimiert und durchmustert wird, sind auch die Gene und damit die Enzyme von 

nichtkultivierbaren Organismen zugänglich. Eine weitere Methode ist, das gewünschte 

Enzym mittels de novo Design komplett neu zu gestalten. In dieser Arbeit werden 

α/β-Hydrolasefaltungsenzyme (Kapitel 1.2) mittels Protein-Engineering untersucht, um das 

Verständnis dieser Enzyme zu erweitern. 

 

 

1.1 Protein-Engineering 

Der Begriff Protein-Engineering beschreibt das Verändern oder Anpassen von Proteinen an 

industrielle Anwendungen. Eine Möglichkeit das Protein zu verändern ist das wiederholte 

Mutieren eines Gens und die anschließende Durchmusterung nach gewünschten 

Enzymeigenschaften.[7] Man unterscheidet zwischen gerichteter Evolution und rationalem 

Design. Die gerichtete Evolution stützt sich auf größtenteils zufallsbasierte 

Mutagenesemethoden, die unspezifische Basensubstitutionen im Gen erzeugen. Dadurch 

entsteht eine Vielzahl von Genvarianten, die nach Expression durchmustert werden können. 

Ein Großteil der Genvarianten ist durch die Anwendung einer zufälligen Mutagenese nicht 

aktiv oder hat eine unerwünschte Aktivität, da Mutationen, die zu unerwünschten 

Eigenschaften oder Aktivitätsverlust führen in gleichem Maße und nicht steuerbar auftreten, 

wie Mutationen, die Beispielsweise die Aktivität verbessern. Zudem können diese 

Enzymvarianten hinderliche Eigenschaften, wie Instabilitäten gegenüber den in der 

Produktion verwendeten pH-Werten, Temperaturen oder Lösungsmitteln aufweisen, oder 

Einschlusskörperchen (inclusion bodies) während der Expression bilden. Auf Grund der 

großen Anzahl an Enzymvarianten ist ein hoher Screeningaufwand notwendig. Die gerichtete 

Evolution kommt vor allem dann zum Einsatz, wenn wenig oder keine Informationen vom zu 

mutierenden Enzym vorhanden sind. Sobald die Kristallstruktur des Enzyms bekannt bzw. 
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der Mechanismus aufgeklärt ist, können durch rationales Design mittels 

Computerprogrammen Aminosäuren ausgewählt werden, welche einen Einfluss auf die 

gewünschte Eigenschaft haben könnten. Diese werden gezielt mutiert, wodurch zwar der 

Screeningaufwand reduziert wird, aber umfangreiche in silico Vorarbeiten notwendig sind 

(Abb. 1). 

 

 
Abb. 1: Die Abbildung zeigt einen Vergleich zwischen rationalem Proteindesign und gerichteter 

Evolution. Nach Bornscheuer.[8] 

 

Das in silico Design benötigt Computerprogramme und Algorithmen, die Hinweise auf die zu 

ersetzenden Aminosäuren geben. Wichtig ist hierbei die 3D-Struktur der zu untersuchenden 

Proteine, da sie Einblicke in die Substratbindung, sowie der Anordnung und Funktion des 

aktiven Zentrums gibt. Zudem kann die Zugänglichkeit für Kofaktoren, Kosubstraten oder 

Substraten zu den katalytischen Aminosäuren untersucht und optimiert werden. Von einer 

Vielzahl von Proteinen wurde bereits die Kristallstruktur bestimmt, welche in der Protein 

Data Bank (PDB) hinterlegt sind. Zudem ist es möglich über Homologiemodelle mittels 

YASARA, PyMol oder Swissprot die Struktur eines Enzyms zu ermitteln. Mit dem Algorithmus 
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Autodock kann die Bindungsenergie des Substrates zur Enzymvariante berechnet und damit 

in silico überprüft werden, welche Aminosäuren an einer bestimmten Position die besten 

Wechselwirkungen mit dem Substrat eingehen. Weitere Programme, wie das 

Strukturalignmentprogramm 3DM (Kapitel 1.1.1),[9] können unter anderem die α/β-Hydro-

lasefaltungsenzyme (Kapitel 1.2) miteinander vergleichen.[10] Computerprogramme, wie 

CAVER[11] ermöglichen ergänzend die Analyse von Tunneln in Proteinen und können damit 

berechnen, wie das Substrat in das aktive Zentrum durch das Protein transportiert und wie 

das Produkt aus dem Enzym freigesetzt wird. CASTp ermöglicht des Weiteren die Analyse 

der Oberflächentopologie und ist damit ein weiteres Werkzeug für die Optimierung von 

Proteinen.[12] Gerade der schnelle Fortschritt in der Entwicklung neuer Computerprogramme 

und die Kombination dieser Methoden führte in den letzten Jahren dazu, dass 

Wissenschaftler Proteine nach ihren Wünschen verändern und Enzyme mit neuen 

Eigenschaften entwerfen konnten.[13] 

Mittlerweile geht man dazu über das rationale Design und die gerichtete Evolution zu 

kombinieren und ein sogenanntes semirationales Design anzuwenden, mit dem oftmals 

Aminosäuren ausgewählt werden, welche durch Sättigungsmutagenese durch eine Vielzahl 

anderer Aminosäuren ersetzt werden. Der Aufwand der Durchmusterung der Genvarianten 

und der in silico Aufwand halten sich dabei die Waage (Abb. 2). 

 

 
Abb. 2: Die Abbildung zeigt die Unterschiede des Durchmusterungsaufwandes zwischen der 

gerichteten Evolution und dem rationalen Design, sowie der Kombination beider Konzepte. 
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Neben dem Protein-Engineering, gibt es die Möglichkeit die gewünschte Reaktion über das 

Lösungsmittel zu beeinflussen – solvent engineering – und die Möglichkeit das 

Reaktionssystem zu variieren – reaction engineering.[14] Allerdings sind diese Methoden 

limitiert, da die Anzahl der geeigneten Lösungsmittel bzw. Bedingungen in biologischen 

Systemen stark begrenzt sind.  

 

1.1.1 Das Strukturalignmentprogramm 3DM zur Durchführung eines rationalen 

Proteindesigns 

Das Computerprogramm 3DM ermöglicht dem Experimentator Aminosäuren auszuwählen, 

die durch Protein-Engineering mutiert werden sollen, indem es die Aminosäuresequenzen 

einer Protein-Superfamilie untereinander vergleicht. 

Das Computerprogramm 3DM legt alle Enzyme einer Protein-Familie dreidimensional 

übereinander. Dadurch überlagern sich bestimmte Aminosäuren der unterschiedlichen 

Enzyme. Jeder Aminosäure aus einem Enzyme, die sich mit Aminosäuren aus den anderen 

Enzymen überlagert, wird eine 3DM-Nummer zugeteilt. Diese 3DM-Nummer ist in allen 

Enzymen identisch, wenn die Aminosäure an der gleichen räumlichen Position liegt, wie der 

Durchschnitt (Abweichung maximal 2,5 Å) aller Aminosäuren in mindestens 90% der anderen 

überlagerten Enzyme. Aus den Aminosäuren mit der 3DM-Nummer bildet sich der core. 

Dieser core enthält mehr Aminosäuren, wenn die Anzahl der übereinandergelagerten 

Enzyme geringer ist, weil dann die Übereinstimmung größer ist. Die Aminosäuren des core 

werden im Programm farbig nach Eigenschaft der Seitenkette eingefärbt. Die Aminosäuren, 

die nicht dem core zugeordnet wurden, werden als variable bezeichnet und im Vergleich 

Ausgeblendet (graue Lücken zwischen dem farbig markierten core). Zudem werden 

Aminosäurepositionen weiß hervorgehoben, die gemäß Publikationen mutiert worden sind. 

Mit einem Vergleich kann demnach ermittelt werden, welche Aminosäuren sich in 

verschiedenen Enzymen strukturell an der gleichen Position befinden (Abb. 3). 
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Abb. 3: Die Abbildung zeigt einen Auszug des Vergleiches aus der 3DM-Bibliothek. core: farbige 

Aminosäuren; variable: grauer Teil zwischen dem core; weiß: Aminosäurepositionen, an denen eine 

oder mehrere Mutationen durchgeführt worden sind. 

 

Das Programm ist des Weiteren in der Lage durch Korrelationsvergleiche zu ermitteln, 

welche Aminosäure an einer Position X am häufigsten vorkommt, wenn an Position Y eine 

bestimmte Aminosäure vorhanden ist. Zudem kann die Aminosäureverteilung an einer 

Position des core von der Superfamilie oder einer Auswahl an Enzymen prozentual angezeigt 

werden. So ist es zum Beispiel möglich die Verteilung der Aminosäuren an Position Z von 

Dehalogenasen anzuzeigen (Abb. 4). 

 

 
Abb. 4: Die Abbildung zeigt einen 3DM-Vergleich und die Aminosäureverteilung an der markierten 

Position. 

 

Das Programm eignet sich zur Untersuchung der Struktur-Funktionsbeziehung, also welche 

Funktion Aminosäuren in einer Enzymfamilie besitzen, die an der gleichen Position in der 3D-

Struktur liegen. Zudem ist es möglich mit dem Programm Aminosäuren für ein Protein-

Engineering auszuwählen, die sich auf eine bestimmte Eigenschaft auswirken. Man geht 
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davon aus, dass sich Aminosäuren, die am besten für eine bestimmte Aufgabe geeignet sind 

im Verlauf der Evolution durchgesetzt haben. Vergleicht man beispielsweise alle Enzyme mit 

einer bestimmten Eigenschaft untereinander, können Rückschlüsse auf essentielle 

Aminosäuren getroffen werden, die für diese Eigenschaft benötigt werden. Ist Aminosäure X 

zum Beispiel in allen thermostabilen Enzymen vorhanden, könnte man davon ausgehen, dass 

sie für die Thermostabilität wichtig ist. In einem Experiment können folglich diese 

Aminosäuren in ein zu veränderndes Enzym integriert werden, um dieses zu verbessern.[9-10] 

 

1.1.2 Mutagenesemethoden 

Neben der Auswahl der zu mutierenden Aminosäuren ist die Erstellung der 

Mutantenbibliothek, die eine ausreichend hohe Anzahl an Mutationen und eine 

gleichmäßige Verteilung dieser Mutationen im Gen besitzt, eine der wichtigsten 

Arbeitsschritte des Protein-Engineerings. Neben in vivo Methoden zur Erstellung einer 

Mutantenbibliothek ermöglichen in vitro Ansätze in der Regel eine spezifischere 

Mutagenese. In vitro Methoden haben den Vorteil, dass sie im Allgemeinen nur den zu 

untersuchenden Genabschnitt mutieren und ohne Zellkulturen durchgeführt werden 

können. Die fehlerbehaftete PCR (epPCR) ist eine der gängigsten Methoden, welche im 

Gegensatz zur Standard-PCR eine Polymerase ohne Korrekturlesefunktion (meist die Taq-

Polymerase), sowie ein Ungleichgewicht in der Verteilung der dNTPs und MnCl2 anstatt 

MgCl2 verwendet.[15] Die klassische epPCR hat einige Nachteile, wie das error bias etablierter 

Polymerasen, die je nach Polymerase ein unterschiedliches Spektrum an Mutationen 

bevorzugen. Ein weiterer Nachteil ist das codon bias, das heißt der geringen 

Wahrscheinlichkeit, dass bedingt durch den degenerierten genetischen Code alle 

Aminosäuren gleichmäßig ausgetauscht werden.[16] Eine Alternative zur epPCR ist die 

sequentielle Sättigungsmutagenese (SeSaM), welche einen Pool aus DNA Fragmenten 

unterschiedlicher Länge generiert, an denen anschließend enzymatisch die Universalbase 

Desoxyinosin angefügt wird. Die Fragmente werden mit dem Wildtypgen als Templat in einer 

PCR zur Gengröße amplifiziert. Dabei wird das Desoxyinosin durch eine der vier 

Standardbasen ersetzt.[17] Neben den fehlerbehafteten PCRs gibt es rekombinierende 

Methoden, wie das DNA-Shuffling,[18] bei dem die DNA von homologen Enzymen partiell mit 

DNase I verdaut wird, um die entstehenden Teile anschließend mittels homologer 

Rekombination zu einem chimären Gen zusammenzufügen. Weitere Alternativen für eine 
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erfolgreiche Rekombination möglichst homologer Gene sind unter anderem ITCHY,[19-20] 

SCRATCHY,[21] RACHITT[22] und StEP.[23] 

In vivo Mutagenesemethoden sind im Gegensatz zu in vitro erzeugten Mutationen in der 

Regel unspezifischer. Das gesamte Genom des Organismus wird durch chemische 

Substanzen, wie Beispielsweise MNNG[24] oder EMS,[25] UV-Licht oder radioaktiver Strahlung 

mutiert. Diese klassischen in vivo Methoden wurden nach und nach durch Mutatorstämme 

oder Mutatorplasmide ergänzt, welche im Falle des Epicurian coli® XL1-red Mutatorstammes 

ein fehlerhaftes DNA-Reparatursystem (mutD, mutS und mutT) besitzen.[26] Eine Alternative 

zu den Mutatorstämmen sind Mutatorplasmide, welche im Beispiel des pMut eine 

fehlerhafte ε-Untereinheit der DNA-Polymerase III – mutD5 – integriert haben. Wird diese 

fehlerhafte Untereinheit der Polymerase III vom Mutatorplasmid exprimiert steht sie in 

direkter Konkurrenz mit der genomischen Untereinheit und führt zu einer fehlerbehafteten 

DNA-Polymerase III.[27] Das Mutatorplasmid pEP enthält hingegen eine defekte DNA-

Polymerase I, welche fehleranfällig ist. 

Die DNA-Polymerase I wird auch für die Replikationsinitiation von Plasmiden mit einem 

ColE1-Replikationsursprung benötigt. Ein Zielgen, welches hinter einem ColE1-

Replikationsursprung kloniert wurde, wird von dieser fehleranfälligen Polymerase repliziert. 

In Kombination mit dem E. coli JS200 Stamm, der bei 42°C keine genomische DNA-

Polymerase I mehr bilden kann, ist es möglich Mutationen im Zielgen durch die 

fehleranfällige DNA-Polymerase I des Mutatorplasmids zu induzieren, da bei 42°C nur noch 

die fehleranfällige Polymerase I exprimiert wird. Das Zielgen mutiert in diesem Fall zu jeder 

Replikation des Plasmids (Abb. 5).[28] 
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Abb. 5: Die Abbildung zeigt die Funktionsweise des Mutatorplasmids pEP. Das Plasmid pUC19 enthält 

das zu mutierende Zielgen hinter dem ColE1-Replikationsursprung. Die genomische Polymerase  I 

(violett) wird bei 42°C nicht mehr von E. coli JS200 exprimiert und somit von der epPol I des pEP 

ersetzt. Das Zielgen wird in diesem Fall von der fehleranfälligen Polymerase I repliziert und somit 

mutiert. Nach ungefähr 1000 bp wird die Polymerase I von der Polymerase III ersetzt. 

 

Ein semirationales Design ist mit Methoden wie ProSAR,[29] iterativer Sättigungsmutagenese 

(ISM)[30] oder CASTing[31] möglich. ProSAR untersucht die Struktur-Funktionsbeziehungen 

mittels eines Algorithmus und erstellt eine neue Mutantenbibliothek an Hand der zur 

Verfügung stehenden Informationen. Zur Anwendung der kombinatorischen 

Sättigungsmutagenese CASTing werden Aminosäuren ausgewählt, die für eine bestimmte 

Fragestellung, wie die einer verbesserten Bindung des Substrates, notwendig sind. Diese 

werden im Anschluss simultan mutiert. Bei der iterativen Sättigungsmutagenese werden 

Positionen im Enzym ausgewählt, die die zu verändernde Proteineigenschaft beeinflussen 

(hot spots) und mit allen Aminosäuren gesättigt. Dabei können mehrere Positionen 

gleichzeitig gesättigt werden. Die beste Variante dieses ersten Mutagenesezyklus wird dabei 

für den nächsten Zyklus als Templat verwendet, um das Enzym stetig zu verbessern. 

Nacheinander werden somit alle ausgewählten Positionen mutiert, wobei immer die beste 

Variante als Basis für die nächste Mutagenese dient. Durch die Kombination der 

Einzelsubstitutionen werden additive Effekte der Mutationen untersucht. Die Mutagenese 

wird mit Oligonukleotiden durchgeführt, die homolog zum mutierenden Bereich sind und ein 

degeneriertes Codon an der zu mutierenden Position besitzen. Um alle 64 (43) Codons zu 

ermöglichen kann das NNN-Codon (N: Adenin, Thymin, Cytosin oder Guanin) verwendet 

werden. Optimierte Codons, wie das NNK-Codon (K: Guanin oder Thymin) verringern die 
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Anzahl der entstehenden Varianten von 64 auf 32 (42 * 2) pro Codon, enthalten aber auf 

Grund des degenerierten Aminosäurecodes alle 20 Aminosäuren. Wenn mehr als eine 

Position gleichzeitig gesättigt wird, kann der Durchmusterungsaufwand durch die Wahl eines 

optimierten Codons deutlich reduziert werden. Reetz schlägt des Weiteren die Verwendung 

des NDT-Codons (D: Adenin, Guanin, Thymin; T: Thymin) vor, welches für nur zwölf 

Aminosäuren kodiert, aber alle chemisch-physikalischen Eigenschaften der Aminosäure-

seitenketten repräsentiert. Somit kann die Anzahl der zu durchmusternden Varianten bei 

drei gleichzeitig mutierten Positionen von fast 100000 (NNK-Codon) auf rund 5000 (NDT-

Codon) Klone gesenkt werden (Tab. 1).[32] 

 

Tab. 1: Benötigter Durchmusterungsaufwand um 95% der Mutantenbibliothek abzudecken. Nach 
Reetz et al.[32] 

Anzahl an 
Positionen 

NNK-Codon NDT-Codon 

Codons Benötigte Transformanten Codons Benötigte Transformanten 

1 32 94 12 32 
2 1028 3066 144 430 
3 32768 98163 1728 5175 
4 1048576 3141251 20736 62118 

 

Zudem ist es möglich Primer zu erstellen, die für wenige definierte Aminosäuren kodieren. 

Mit Programmen wie CodeFinder[33] können entsprechende Primer entworfen werden. Die 

Auswahl der Aminosäuren, die ein Codon enthalten soll, kann unter anderem mit Hilfe der 

3DM-Bibliothek getroffen werden (Kapitel 1.1.1). Noch gezielter ist eine positionsspezifische 

Basensubstitution, bei der eine Aminosäure direkt durch eine andere substituiert wird.[34] 

Neben dem Austausch einzelner Aminosäuren ist auch das Verändern ganzer Loops, Helices 

oder Domänen eines Enzyms möglich. Um diese Mutationen durchzuführen, werden 

synthetische Gene oder spezielle PCR-Methoden, wie die splicing by overlap extension 

PCR[35] oder das FastCloning[36] verwendet. Mit geeigneten Primern werden in unabhängigen 

PCR’s zuerst das Fragment von dem ersten Gen amplifiziert und in einer Zweiten das 

Fragment des zweiten Gens. Die Primer werden dabei so entworfen, dass sie Überhänge 

besitzen, die mit dem jeweils anderen Fragment homolog sind, damit sich die Fragmente 

aneinanderlagern können. Mit diesen Methoden können demnach chimäre Proteine aus 

zwei oder mehreren verschiedenen Proteinen erstellt werden (Abb. 6). 
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Abb. 6: Die Abbildung zeigt einen Vergleich und das Prinzip der beiden Methoden FastCloning und 

splicing by overlap extension zur Herstellung von chimären Enzymen. Grün: erstes Gen, rot: zweites 

Gen, schwarz: Plasmid. 

 

Alle rationalen Methoden erfordern, wie schon erwähnt, in silico Vorarbeiten, um die zu 

mutierenden Aminosäuren zu identifizieren. Nach Erzeugung der Bibliothek werden die 

Enzymvarianten je nach ihrer gewünschten Eigenschaft, wie der Substratspezifität, der 

Aktivität, der Temperaturstabilität oder der Enantioselektivität durchmustert. 

 

1.1.3 Konzepte zur Durchmusterung von Mutantenbibliotheken 

Durch die vielen verschiedenen Anwendungsmöglichkeiten der gerichteten Evolution ist es 

notwendig die Protokolle und Methoden für die Durchmusterung der Bibliotheken 

anzupassen und zu erweitern. Hierbei spielt nicht nur die Frage nach der gewünschten 

Veränderung des Proteins eine Rolle, sondern auch, wie viele Mutanten mit der Methode 

durchmustert werden sollen. Auch die Sensitivität eines Assays muss angepasst werden, da 

schwach aktive Varianten unterschiedliche Bedingungen benötigen, um vom Assay 

detektiert zu werden. 
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Während der Durchmusterungsaufwand von Bibliotheken, die mit rationalem Proteindesign 

erstellt wurden so gering sein kann, dass die einzelnen Mutanten direkt mittels GC-MS, HPLC 

oder ITC nach dem gewünschten Substratumsatz oder der Enantioselektivität untersucht 

werden können, ist der Aufwand zufallsbasierter Bibliotheken oft so groß, dass besondere 

Methoden erforderlich sind. GC und HPLC sind chromatographische Verfahren, mit denen 

die Enantioselektivität oder spezifische Aktivität über den Substratumsatz und dem 

gebildeten Produkt berechnet werden kann. Die ITC gleicht die Wärmefreisetzung bzw. 

den -verbrauch während der enzymatischen Reaktion aus. Im Anschluss kann die spezifische 

Aktivität aus der entsprechenden Energiedifferenz berechnet werden.[37] 

Überschaubare Bibliotheken können mit Mikrotiterplatten oder Agarplattenassays[38] 

durchmustert werden, während Bibliotheken mit mehreren Millionen Klonen Phage-Display-

Techniken[39] oder durchflusszytometerbasierte[40] Konzepte benötigen. Man unterscheidet 

im Allgemeinen zwischen einer Durchmusterung und einer Selektion von Bibliotheken. Bei 

der Durchmusterung werden vor allem Farbstoffe oder Sensoren verwendet, die durch die 

Katalyse des Enzyms freigesetzt werden, während Selektionen über einen artifiziellen 

evolutionären Druck durch das Freisetzen von Wachstumssubstraten[38] oder der Entgiftung 

von toxischen Substanzen[18] die gewünschten Mutanten selektieren. 

Neben Umbelliferonen eignen sich für eine Durchmusterung insbesondere Nitrophenole für 

Mikrotiterplattenassays, da zum Beispiel p-Nitrophenolat eine intensiv gelbe Farbe aufweist. 

Dieser Assay wird unter anderem für die Durchmusterung von Esterasen verwendet, wobei 

die Esterase den p-Nitrophenylester hydrolysiert und die Absorption des Produktes bei 

410 nm gemessen werden kann (Abb. 7).[41] 

 

OO2N

O

OO2N
Esterase

-H2O
+

HO

O

p-Nitrophenylacetat p-Nitrophenolat Acetat  

Abb. 7: Die Abbildung zeigt das Prinzip des p-Nitrophenolassays. Das Enzym katalysiert die Reaktion 

vom Screeningsubstrat p-Nitrophenylacetat zum gelben Farbstoff p-Nitrophenol, welches ein 

Absorptionsmaximum bei 410 nm aufweist. 

 

Ein weiterer leicht zu detektierender Farbstoff ist Adrenochrom. Setzt eine Epoxidhydrolase 

ihr Substrat um, entsteht ein Diol, welches durch Natriumperiodat oxidiert wird. Das nicht 
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umgesetzte Natriumperiodat kann Adrenalin zum roten Farbstoff Adrenochrom oxidieren.[42] 

Durch diese Rücktitration lässt sich die Aktivität des Enzyms einschätzen (Abb. 8). 

 

 
Abb. 8: Die Abbildung zeigt das Prinzip des Adrenalinassays. (1) Inkubation des 

Epoxidhydrolasesubstrates mit den Enzymvarianten. (2) Verbrauch des Natriumperiodats durch 

Reaktion mit dem vicinalem Diol, welches bei aktiven Enzymen entsteht. (3) Reaktion des Adrenalins 

zu Adrenochrom bei inaktiven Mutanten, welche das Natriumperiodat nicht verbraucht haben. 

 

Weitere Assaysysteme detektieren durch einen Indikator, wie Phenolrot, Säuren oder Basen, 

die durch eine Enzymreaktion gebildet werden. So können unter anderem 

Haloalkandehalogenasen, welche ein Haloalkan zu einem Alkan und einer Säure 

hydrolysieren durch den Phenolrotassay detektiert werden.[43] 

Um eine noch größere Anzahl an Klonen zu durchmustern, kann die Technik der 

Durchflusszytometrie verwendet werden. Jede Sekunde fließen mehrere tausend Zellen 

einzeln durch eine Kapillare und werden von einem Laser angeregt. Detektoren verarbeiten 

unter anderem das Vorwärtsstreulicht (FSC), welches die Beugung des Lichts im flachen 

Winkel misst und damit ein Maß für das Volumen der Zellen ist. Das Seitwärtsstreulicht (SSC) 

analysiert die Brechung des Lichts im rechten Winkel und ist ein Maß für die Größe und 

Struktur des Zellkerns, sowie der Granularität der Zelle. Die für die Assays in der Regel 

relevante Fluoreszenz wird durch fluoreszierende Farbstoffe emittiert, die an 

Zellbestandteile binden oder durch fluoreszierende Antikörper mit der Zelle interagieren. Zur 

Differenzierung von vitalen und toten Zellen werden oft die Fluoreszenzfarbstoffe 

Propidiumiodid[44] und DAPI[45] oder SYTO® 9 eingesetzt. In Kombination mit einer Display-

Methode, bei der die Phänotypen von Proteinen an ihren Genotyp gekoppelt sind und frei 

auf einer Oberfläche präsentiert werden, ist es möglich über immobilisierte Liganden oder 
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Fluoreszenzmarker die gewünschten Proteine zu selektieren. Das Durchflusszytometer 

konnte gerade in Verbindung mit in vitro Kompartimentalisierung zur Erzeugung neuer 

Assaysysteme verwendet werden. Hierbei werden Wasser-in-Öl Emulsionen erzeugt, wobei 

in jedem Kompartiment statistisch nur ein Genotyp vorhanden ist. Durch in vitro Translation 

der Gene kommt es zu einer Verknüpfung des Genotyps mit dem Phänotyp. Durch 

fluoreszierende Substrate bzw. Produkte können aktive von inaktiven Enzymvarianten im 

Durchflusszytometer getrennt werden. Mit dieser Kombination von in vitro 

Kompartimentalisierung und Durchflusszytometer ist ein sehr hoher Durchsatz von 

Mutanten in kurzer Zeit möglich.[46] 

Eine wichtige, aber oft schwer zu selektierende Eigenschaft ist die Enantioselektivität. In 

biologischen Systemen gibt es viele chirale Verbindungen, die je nach Enantiomer eine 

unterschiedliche physiologische Wirkung besitzen können. Das kann gerade in der 

Entwicklung von Medikamenten zu Problemen führen, da ein (S)-Enantiomer eine andere 

physiologische Wirkung haben kann als das (R)-Enantiomer. Hier ist es erwünscht, möglichst 

enantiomerenreine Produkte herzustellen. Die Durchmusterung von verbesserter 

Enantioselektivität erwies sich in der Vergangenheit als zeit- und materialaufwendig, auch 

wenn es Konzepte gibt, welche durch Hochdurchsatzscreening und der Verwendung von 

pseudoenantiomeren Substraten den Aufwand verringern. Ein Mikrotiterplattenassay, 

welcher Resorufin als Farbstoff verwendet, kann zur Detektierung von enantioselektiven 

Esterasevarianten verwendet werden, die Phenylbuttersäureester umsetzen. Dabei wird die 

scheinbare Enantioselektivität gemessen, indem der Umsatz des (S)-Enantiomers getrennt 

vom (R)-Enantiomer gemessen wird.[47] Die 3-Phenylbuttersäure wurde in Experimenten mit 

dem p-Nitrophenolat verestert und ist somit eine weitere Möglichkeit nach 

enantioselektiven Esterasen zu durchmustern. Um den Aufwand zu verringern, ist die 

Kombination von zwei Pseudoenantiomeren, wovon eines nach der Enzymreaktion als 

Wachstumsquelle genutzt werden kann und das andere toxisch auf die Zelle einwirkt, 

möglich.[48-49] In Kombination mit einem Durchflusszytometer konnte dieses Prinzip 

optimiert werden, da Zellen, die das toxische Produkt freisetzen beschädigt werden und 

durch Farbstoffe wie Propidiumiodid angefärbt werden können. Vitale Zellen werden durch 

Lebendfarbstoffe wie SYTO® 9 gegengefärbt, so dass die Zellen im Anschluss mittels 

Durchflusszytometer nach ihrer Fluoreszenz getrennt werden können.[50] 
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Neben dem Assay ist auch die Auswahl des Substrates von besonderer Bedeutung, da oft 

nicht die realen Substrate sondern Ersatzsubstrate, welche einen Farbumsatz oder eine 

Selektion ermöglichen, verwendet werden. So wurde zum Beispiel in Experimenten der 

gerichteten Evolution eine Sialinsäurealdolase mutiert und mit L-KDO (2-Keto-3-desoxy-

octonat) durchmustert, mit dem Ziel L-Sialinsäure enantioselektiv umzusetzen. Es wurde 

eine Sialinsäurealdolase gefunden, die eine 7,4-fach erhöhte katalytische Effizienz mit dem 

Substrat L-KDO hatte, aber sogar eine verringerte Effizienz mit dem Substrat L-Sialinsäure.[51] 

Dieses Beispiel verdeutlicht das Gesetz der gerichteten Evolution „You get what you screen 

for“, welches von F. Arnold aufgestellt wurde und bedeutet, dass man nur die Enzyme findet, 

nach denen man sucht.[52] 

 

 

1.2 α/β-Hydrolasefaltungsenzyme 

Die Gruppe der α/β-Hydrolasefaltungsenzyme besteht aus strukturverwandten Enzymen, 

welche vermutlich von einem gemeinsamen Vorfahren abstammen und sich somit durch 

eine konvergente Evolution entwickelt haben. Ihre Struktur ist hoch konserviert, um die 

Anordnung der katalytischen Triade zu gewährleisten. Die katalytische Triade besteht aus 

einem Nukleophil (Serin, Cystein oder Aspartat), einer katalytischen Base (Histidin) und einer 

katalytischen Säure (Aspartat oder Glutamat).[53] Obwohl die Enzyme der 

α/β-Hydrolasefaltungsenzyme in ihrer Struktur sehr ähnlich sind, besitzen sie die 

unterschiedlichsten katalytischen Aktivitäten mit Enzymen wie Acetylcholinesterasen, 

Dienolactonhydrolasen, Lipasen, Thioesterasen, Serincarboxypeptidasen, Prolinimino-

peptidasen, Prolinoligopeptidasen, Haloalkandehalogenasen, Haloperoxidasen, Epoxid-

hydrolasen, Hydroxynitrillyasen und vielen Weiteren.[54] 

Die Faltung der Proteine besteht aus acht β-Strängen, welche mit Ausnahme des 

antiparallelen β2-Stranges parallel verlaufen und bis auf den β2-Strang durch eine α-Helix 

getrennt werden. Diese Faltungsstruktur befindet sich in der überwiegend konservierten 

Main-Domäne dieser Enzyme. Die variable Cap-Domäne ist vor allem für die 

Substratspezifität und Art der katalytischen Reaktion wichtig (Abb. 9).[55] 
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Abb. 9: Die Abbildung zeigt die Struktur von α/β-Hydrolasefaltungsenzymen, welche aus acht 

β-Strängen (1-8) und sechs α-Helices (A-F) besteht. Orange: katalytische Triade, grün: 

Oxyanionentasche. 

 

Einige Enzyme aus der Gruppe der α/β-Hydrolasefaltungsenzyme besitzen zudem eine 

natürliche geringe katalytische Promiskuität (Kapitel 1.4). Zum Beispiel kann die 

Pseudomonas aeruginosa Lipase Amide hydrolysieren.[56] Ein weiteres Beispiel ist die C-C-

Hydrolase MhpC aus E. coli, welche eine Esterase- und eine Thioesteraseaktivität 

aufweist.[57]  

 

1.2.1 Carboxylesterasen (EC 3.1.1.1) 

Carboxylesterasen sind weitverbreitete Enzyme, die ubiquitär vorkommen. Ihre 

physiologische Funktion ist unter anderem die Detoxifizierung von Xenobiotika im 

menschlichen Körper[58] oder die Freisetzung von Kohlenstoffquellen durch den Abbau von 

Hemicellulosen.[59] Sie katalysieren die Hydrolyse von C-O-Bindungen von 

Carbonsäureestern.  

Die bakteriellen Esterasen BS2 aus Bacillus subtilis und PFE I aus Pseudomonas fluorescens 

wurden gut untersucht.[60] So konnte für die PFE I die Enantioselektivität unter anderem 

gegenüber Methyl-3-brom-2-methylpropionat[61] oder But-3-in-2-ol[62] verbessert werden. 

Die katalytische Triade der PFE I besteht aus S94, D222 und H251. Die Aminosäuren W28 

und M95 bilden eine Oxyanionentasche, die über Wasserstoffbrücken das Substrat während 

der Katalyse stabilisiert. Die Reaktion beginnt mit einem nukleophilen Angriff des Serins, 
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welches durch Histidin und Aspartat aktiviert wurde. Im Folgenden bildet sich ein 

tetraedrischer Zwischenzustand. Durch die anschließende Freisetzung des Alkohols entsteht 

ein Acylenzymintermediat. Ein zweiter tetraedrischer Zwischenzustand entsteht durch den 

Angriff eines von Histidin und Aspartat oder Glutamat aktiviertem Wassermolekül auf den 

Carbonylkohlenstoff. Zum Schluss wird die Säure freigesetzt (Abb. 10).[63] 

 
Abb. 10: Die Abbildung zeigt den Reaktionsmechanismus von Carboxylesterasen. A: Nukleophiler 

Angriff des Serins auf die Carboxylgruppe des Esters, B: Tetraedrischer Zwischenzustand, stabilisiert 

durch die Oxyanionentasche und das Histidin, C: Bildung des kovalent gebundenen 

Acylenzymkomplexes durch Abspaltung des Alkohols. Das aktivierte Wassermolekül greift das 

Carbonylkohlenstoffatom an, D: Bildung des zweiten tetraedrischen Zwischenzustandes und 

Freisetzung der Acylgruppe. 

 

Neben Esterasen können auch Lipasen Ester hydrolysieren, wobei Lipasen wasserunlösliche 

Ester bevorzugen. Ein Vorteil von Lipasen ist vor allem das größere Substratspektrum, 

welches neben natürlichen Estern auch xenobiotische Substrate einschließt. Während 

Esterasen eine Michaelis-Menten Kinetik aufweisen, blockiert ein Deckel (lid) in Lipasen das 

aktive Zentrum. Erst bei hoher Substratkonzentration können sich Mizellen bilden, was zu 

einer Öffnung des Deckels führt und die Reaktionsgeschwindigkeit stark erhöht. Dies wird 

auch als Grenzflächenaktivierung bezeichnet.[64] Wegen ihrer Kofaktorunabhängigkeit und 
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ihrem breiten Substratspektrum werden Lipasen und Esterasen sehr häufig in industriellen 

Prozessen eingesetzt.[65-66] 

 

1.2.2 Epoxidhydrolasen (EC 3.3.2.3) 

Eine weitere Enzymklasse aus der α/β-Hydrolasefamilie ist die der Epoxidhydrolasen. Diese 

Enzyme katalysieren die Hydrolyse von Epoxiden, welche sehr reaktive, elektrophile und 

größtenteils toxische Substanzen sind. Die physiologische Funktion dieser Enzyme im 

Organismus ist somit die Detoxifizierung von Umweltschadstoffen.[67] Sie kommen in 

Pflanzen,[68] Insekten,[69] Bakterien,[70] filamentösen Pilzen[71] und Säugetieren[72] vor. Die 

Reaktion der gut untersuchten Epoxidhydrolase EchA aus Agrobacterium radiobacter AD1 

beginnt mit einem Angriff des nukleophilen D107 auf das primäre Kohlenstoffatom des 

Substrats unter Bildung einer Esterbindung. Anschließend wird diese Esterbindung von dem 

durch H275-D246 aktivierten Wasser hydrolysiert. F108 interagiert während der Reaktion 

mit dem Epoxidring und hat vermutlich eine stabilisierende Wirkung.[73] Die beiden Tyrosine 

Y152 und Y215 dienen der Substratbindung, der Stabilisierung des Zwischenzustandes und 

der Protonierung des Epoxidsauerstoffs.[67, 74] 

 
Abb. 11: Die Abbildung zeigt den Reaktionsmechanismus von Epoxidhydrolasen. A: Nukleophiler 

Angriff der Asparaginsäure auf das Epoxid und Stabilisierung des Epoxids durch die beiden 

Tyrosinreste. B: Bildung eines Glycolmonoesterintermediats und Angriff des durch Histidin und 

Aspartat aktivierten Wassers auf das Intermediat. Anschließend wird das vicinale Diol aus dem Enzym 

entlassen und ein neues Substrat kann binden. 

 

Die Reaktion der Epoxidhydrolasen kann enantioselektiv sein. In der Regel wird das sterisch 

weniger gehinderte Carbonylatom nukleophil angegriffen, wodurch die Konfiguration 
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erhalten bleibt (Retention). In einigen Fällen wird auch das Stereozentrum angegriffen, was 

zu einer Inversion der Konfiguration führt. Dadurch ist es möglich eine enantiokonvergente 

Synthese von Feinchemikalien durch Epoxidhydrolasen durchzuführen. Eine 

Epoxidhydrolase, die aus einer Mungbohne isoliert wurde (mbEH A) greift das 

(S)-Enantiomer des p-Nitrostyroloxid hauptsächlich am Benzylkohlenstoffatom an, was zu 

einer Inversion der Konfiguration führt. Das (R)-Enantiomer dieses Substrats wird bevorzugt 

am terminalen Kohlenstoffatom angegriffen, was zu einer Retention der Konfiguration führt. 

In beiden Fällen wird also das (R)-Enantiomer des Produktes gebildet, was zu einer 

theoretischen Ausbeute von 100% führt.[75] Auch wegen dieser Eigenschaft werden 

Epoxidhydrolasen in Experimenten der gerichteten Evolution oft verwendet, um ihre 

Eigenschaften zu verändern.[76] 

 

1.2.3 Haloalkandehalogenasen (EC 3.8.1.5) 

Neben den Haloalkandehalogenasen gibt es Halocarbonsäuredehalogenasen, 

4-Chlorbenzoyl-Coenzym A Dehalogenasen, Haloalkoholdehalogenasen und 3-Chloracryl-

säuredehalogenasen.[77] Die Haloalkandehalogenasen werden in drei phylogenetische 

Unterfamilien gegliedert: HLD-I, HLD-II und HLD-III, welche sich in der Zusammensetzung der 

katalytischen Pentade und der Cap-Domäne unterscheiden.[78] Sie katalysieren die Hydrolyse 

von chlorierten, bromierten oder iodierten Alkanen, Cykloalkanen, Alkoholen, 

Carboxysäuren, Estern, Ethern, Epoxiden, Amiden und Nitrilen.[79] Ihre physiologische 

Funktion ist unter anderem das Verwerten von halogenierten Verbindungen als 

Kohlenstoffquelle. In der Industrie können Haloalkandehalogenasen zum Beispiel für eine 

Dehalogenierung von toxischen Chemikalien, wie dem 1,2,3-Trichlorpropan verwendet 

werden, das während chemischer Synthesen entsteht. Modifizierte Dehalogenasen 

ermöglichen des Weiteren die Bildung von enantiomerenreinem Epichlorhydrin, welches als 

Vorstufe zur Synthese weiterer chiraler Feinchemikalien verwendet wird.[33] Durch Halo-Tags 

kann eine Dehalogenase, die eine Mutation in der katalytischen Base besitzt, einen 

chlorierten Liganden kovalent binden und somit für Cell-Imaging und Proteinanalysen 

verwendet werden.[80] 

In dieser Arbeit wird die Haloalkandehalogenase DhlA des Typs HLD-I von Xanthobacter 

autotrophicus GJ10, welche durch Keuning et al.[81] erstmalig charakterisiert wurde, durch 

Protein-Engineering verändert. Das aktive Zentrum dieser Dehalogenasen liegt zwischen der 
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Main- und Cap-Domäne. Es besteht aus einem nukleophilem Aspartat, einem angrenzenden 

Histidin, welches als katalytische Base agiert und einem weiteren Aspartat, welches die 

katalytische Säure ist. Die Reaktion beginnt mit einem nukleophilen Angriff (SN2) des 

Carboxylsauerstoffatoms vom D124 auf das Kohlenstoffatom des Substrates an dem das 

Halid gebunden ist, wodurch ein Alkylenzymesterkomplex entsteht.[82] Das Sauerstoffatom 

des Alkylenzymesterkomplexes wird durch das Aspartat bereitgestellt und nicht, wie bei 

Serinhydrolasen, durch das Substrat.[83] Das abgespaltene Halid wird von den beiden 

Tryptophanresten W125 und W175 gebunden bzw. stabilisiert.[84] Der Alkylenzym-

esterkomplex wird unter Mithilfe des H289 und des D260 durch Aktivierung eines Wasser-

moleküls hydrolysiert. Abschließend wird der entstehende Alkohol freigesetzt (Abb. 12).[85] 

Das Aspartat D260 stabilisiert während der Reaktion unter anderem die positive Ladung des 

H289. Die Oxyanionentasche, welche durch die Aminosäuren E56 und W125 gebildet wird, 

bindet das zweite Sauerstoffatom des D124 und verhindert damit eine Interaktion mit dem 

Substrat, um einen stabileren Komplex zu bilden.[86] 

 
Abb. 12: Die Abbildung zeigt den Mechanismus von Dehalogenasen. A: Stabilisierung des Substrates 

durch die Tryptophanreste, B: Bildung eines kovalent gebundenen Esterintermediats durch 

Abspaltung des Halogenions, C: Aktivierung des Wassermoleküls durch das Histidin, D: Angriff des 

Hydroxidions auf das Esterintermediat und Freisetzung des Alkohols. 
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Weitere Dehalogenasen des Typs I sind unter anderem DppA[87] aus Plesiocystis pacifica 

SIR-1 oder DhmA aus Mycobacterium avium.[88] Neben den Haloalkandehalogenasen des 

Typs I gibt es mit DhaA oder LinB Haloalkandehalogenasen des Typs II, die als katalytische 

Säure Glutamat verwenden, welches nicht, wie das Aspartat in der Cap-Domäne (β-Strang 7), 

sondern vor der Cap-Domäne im β-Strang 6 integriert ist. Die zweite Aminosäure zum binden 

des Substrates ist kein Tryptophan, welches sich in der Cap-Domäne befindet, sondern ein 

Asparagin, welches zwischen dem β-Strang 3 und der α-Helix 1 positioniert ist.[89] 

 

 

1.3 Kontinuierliche gerichtete Evolution 

Neben der gerichteten Evolution (in vitro Evolution), bei der die Selektion nicht zeitgleich mit 

der Mutagenese stattfindet, wird in dieser Arbeit die in vivo oder kontinuierliche gerichtete 

Evolution angewendet. Die kontinuierliche gerichtete Evolution beschreibt die simultane 

Mutagenese und Selektion einer Mutantenbibliothek. Als in vitro Evolution wird in dieser 

Arbeit die alleinige Selektion einer zuvor in vitro erzeugten Bibliothek bezeichnet. 

Vorteile einer kontinuierlichen gerichteten Evolution sind die Anreicherung von positiven 

Genvarianten während der Mutation und die zeitgleiche Benachteiligung der Varianten, 

welche eine unerwünschte Aktivität besitzen. Dadurch sollte nach einer gewissen Zeit die am 

besten angepasste Variante des Gens entstehen (Abb. 13). 

 
Abb. 13: Die Abbildung zeigt einen Vergleich zwischen gerichteter Evolution (schwarzer Kreis) und 

kontinuierlicher gerichteter Evolution (roter Kreis). 
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Ein großer Vorteil einer kontinuierlichen Evolution ist, dass eine sehr große Zahl von über 108  

Klonen gleichzeitig durchmustert werden kann und dass mehrere Runden der Evolution in 

einem Ansatz durchlaufen werden. Gerade der letzte Punkt ist eine der Limitierungen der 

klassischen gerichteten Evolution.[90] 

Mills et al. bewies, dass eine kontinuierliche gerichtete Evolution im Labor die Effizienz von 

sich selbstständig replizierenden RNA-Molekülen stark verbessern kann. Nach einigen Zyklen 

verringerte sich die Größe des RNA-Moleküls soweit, dass 83% der Originalsequenz deletiert 

wurden, was zu einer schnelleren und damit effizienteren Selbstreplikation führte.[91] 

Obwohl weitere Experimente der kontinuierlichen gerichteten Evolution mit RNA-Molekülen 

erfolgreich durchgeführt wurden,[92] war eine Verbesserung von Enzymen für eine 

industrielle Anwendung mit dieser Methode noch nicht möglich. 

 

 

1.4 Promiskuität von Enzymen 

Es gibt drei Arten enzymatischer Promiskuität: Konditions-, Substrat- und katalytische 

Promiskuität. Die Konditionspromiskuität beschreibt die Möglichkeit auch unter nicht-

natürlichen Bedingungen, wie extremen Temperaturen oder pH-Werten, sowie wasserfreien 

Medien eine Reaktion zu katalysieren. Besitzen Enzyme hingegen ein großes 

Substratspektrum, welches strukturell verschiedene Substrate abdeckt, spricht man von 

Substratpromiskuität. Ein Enzym besitzt eine katalytische Promiskuität wenn es in der Lage 

ist unterschiedliche chemische Transformationen durchzuführen. Die katalytische 

Promiskuität kann in  „zufällige“, welche natürlich vorkommt und „induzierte“ katalytische 

Promiskuität, welche durch Mutationen im Wildtyp generiert wurde, gegliedert werden.[93] 

Letztgenannte ist für die Entwicklung von Biokatalysatoren mit neuen Eigenschaften von 

großer Bedeutung. Aber auch in der Natur ist die katalytische Promiskuität für mehrstufige 

enzymatische Reaktionen notwendig. So katalysiert die 3-Hydroxy-3-methyl-glutaryl 

Coenzym A Synthase (HMG-CoA Synthase) drei Reaktionen: einen Acetyl-Transfer, um das 

Acetyl-Enzym-Intermediat zu bilden, eine Claisen Kondensation und eine Hydrolyse der Acyl-

Enzym-Thioesterbindung. Alle drei Reaktionen werden im gleichen aktiven Zentrum 

durchgeführt, wodurch nur ein Biokatalysator an Stelle von drei Enzymen benötigt wird.[94] 

In der Natur gibt es viele Enzyme, die mehrere Reaktionen katalysieren können. Diese 

natürliche Promiskuität zeigt sich in unterschiedlichster Weise. Die katalytischen 
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Aminosäuren können, wie beim Prolin der 4-Oxalocrotonattautomerase dieselben sein, auch 

wenn sie, durch den unterschiedlichen pKa Wert, im Falle der natürlichen Reaktion die Rolle 

einer Base einnimmt und in der promiskuitiven Aldolasereaktion als Nukleophil wirkt.[95] Im 

Gegensatz dazu ist das katalytische Serin der Candida antarctica Lipase B nur für die 

natürliche Reaktion von Bedeutung. Die promiskuitive Reaktion zur Bildung von 

C-C-Bindungen wird vor allem durch die Oxyanionentasche katalysiert.[96] 

Eine weitere Möglichkeit enzymatische Promiskuität zu gliedern beruht auf der 

Unterscheidung, ob die Reaktion eine Änderung des  Katalysemechanismus aufweist oder ob 

eine andere funktionelle Gruppe vom Enzym umgesetzt wird (Abb. 14).[97] 

 

 
Abb. 14: Die Abbildung zeigt eine Einteilung der enzymatischen katalytischen Promiskuität nach 

Bornscheuer & Kazlauskas.[97] Untergliederung nach substratunterstützter Katalyse (grün), Katalyse 

mit unterschiedlichen Substituenten (orange) und Katalyse mit Substratanaloga (blau). 

 

 

1.5 Erzeugung von de novo Aktivität in Enzymen 

Neue Enzyme entwickelten sich der Theorie nach durch Mutationen, die die Basisfunktion 

des Proteins nicht beeinflussen. Kommt es dadurch zur Generierung einer neuen Aktivität, 

kann es zu einer Genduplikation und weiteren Mutationen im Gen der Duplikation kommen, 

um das neue Enzym zu spezialisieren und die neue Funktion weiter zu entwickeln.[98] Dem 

gegenüber steht die Theorie, dass die Genduplikation den Mutationen vorausgeht, um auch 
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bei Mutationen, die zu einem Funktionsverlust der Ursprungsaktivität führen dem 

Organismus zu ermöglichen ein aktives Originalenzym zu erhalten.[99] 

 

 
Abb. 15: Die Abbildung zeigt mögliche Wege der Entstehung neuer Enzymaktivität. Durch einen 

„schwachen negativen Austausch“ (blau) entsteht ein Enzym, welches zwei Reaktionen katalysieren 

kann. Der „starke negative Austausch“ der Funktion (orange) beschreibt, dass eine neue Aktivität nur 

durch den teilweisen oder kompletten Funktionsverlust der alten Aktivität entstehen kann. 

Abbildung modifiziert nach Khersonsky et al.[100] 

 

Neue Enzymaktivitäten in bekannten Enzymen zu erzeugen, ist eine Herausforderung, der 

sich viele Arbeitsgruppen stellen. Durch die Erzeugung neuer Aktivität (induzierte 

katalytische Promiskuität) können Enzymmechanismen besser verstanden, ein neues 

Substratspektrum generiert oder ein Enzym mit verbesserten Eigenschaften, wie veränderter 

Enantioselektivität, erzeugt werden. Dabei gibt es nur wenige Beispiele, in denen ein Enzym 

soweit verändert wurde, dass das kreierte Enzym den Umsatz eines neuen Substrates und 

einer neuen Reaktion katalysieren kann. Im Beispiel einer Thioesterase mussten dafür Loops 

deletiert, inseriert und ausgetauscht werden, um eine β-Lactamaseaktivität zu erzeugen.[101] 

Es gibt aber auch viele Beispiele, bei denen der Austausch einer Aminosäure ausreichte, um 

eine neue Enzymaktivität zu generieren.[102-103] 

Durch die Entwicklung von Computerprogrammen und Algorithmen, wie Rosetta Match oder 

Rosetta Design konnte eine Retro-Aldolase erzeugt[104] und optimiert[105] werden. Die 
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eine Reaktion mit aktivem Zentrum, am besten geeignet ist und führen eine 
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Energieminimierung durch simulierte Aminosäuresubstitutionen durch. Mit immer besseren 

Computerprogrammen könnte es in der Zukunft sogar möglich sein, das Substrat einer noch 

nicht beschriebenen Reaktion mit anderen Substraten zu vergleichen und Enzyme zu finden, 

die ähnliche Substrate umsetzen. Mit einem nachfolgenden Protein-Engineering ist es so 

möglich schneller Enzyme mit einer neuen Reaktion zu generieren. 

Zudem konnte durch das gesteigerte Verständnis von Enzymmechanismen und 

Proteinstrukturen durch Protein-Engineering eine Epoxidhydrolaseaktivität[106] und in einem 

weiteren Beispiel eine Hydroxynitrillyaseaktivität[107] in einer Esterase generiert werden. Der 

Versuch eine Dehalogenaseaktivität in einer Epoxidhydrolase oder Esterase zu erzeugen war 

bis jetzt nicht erfolgreich.[108] Enzymatische Reaktionen konnten allerdings nicht nur in 

Enzymen, sondern auch in katalytischen Antikörpern erzeugt werden. Es wurden katalytische 

Antikörper generiert, die in der Lage sind eine Decarboxylierung oder eine Aldolase-Reaktion 

durchzuführen.[109] Somit konnte gezeigt werden, dass katalytische Antikörper einen 

ähnlichen Umsatz aufweisen können, wie hochentwickelte natürliche Enzyme und das zur 

Generierung einer neuen Aktivität nicht zwangsläufig ein Enzym als Grundstruktur 

verwendet werden muss. 

Diese Beispiele verdeutlichen, dass die Erzeugung von neuen Enzymaktivitäten möglich ist 

und die generierten Proteine eine gute Alternative zu natürlichen Enzymen sein können, die 

neue Eigenschaften oder ein verändertes Substratspektrum besitzen. Das gesamte Potential 

des de novo Designs wurde wahrscheinlich noch nicht erkannt und eine Forschung in diese 

Richtung könnte zu einem Durchbruch in der Biotechnologie führen, indem Enzyme mit 

gewünschter Aktivität am Computer erzeugt werden und in einem de novo Organismus[110] 

integriert werden, um gewünschte Produkte herzustellen, toxische Chemikalien zu entgiften, 

Energie zu erzeugen oder sogar um abiologische Reaktionen durchzuführen. 
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2. Zielstellung 

Ziel der Arbeit ist es durch gerichtete Evolution und rationalem Proteindesign die Evolution 

von α/β-Hydrolasefaltungsenzymen zu untersuchen. Die Frage, wie sich die Enzyme unter 

evolutionärem Stress verhalten und ob es möglich ist, eine neue Aktivität in diesen Enzymen 

zu erzeugen, soll geklärt werden. 

Hierfür ist es notwendig geeignete Mutagenesemethoden zu etablieren, die eine 

Mutagenese während der Selektion gewährleisten und damit eine kontinuierliche gerichtete 

Evolution ermöglichen. Neben dem Vergleich gängiger in vivo mit in vitro 

Mutagenesemethoden sollen auch Mutatorplasmide erstellt werden, um eine breite 

Auswahlmöglichkeit an Mutagenesemethoden zu erhalten. 

Für die erfolgreiche Durchführung einer kontinuierlichen gerichteten Evolution von 

α/β-Hydrolasefaltungsenzymen müssen Selektionsassays entwickelt werden, welche eine 

Vielzahl von Klonen durchmustern können. Zur Maximierung des Durchsatzes der Klone soll 

das Durchflusszytometer für diverse Selektionsassays verwendet werden. Es sollen 

Methoden zur Selektion von enantioselektiven Esterasen und zur Selektion von aktiven 

Dehalogenasen entwickelt werden. 

Des Weiteren soll ein α/β-Hydrolasefaltungsenzym (Esterase oder Epoxidhydrolase) ohne 

Dehalogenaseaktivität in ein Enzym mit Dehalogenaseaktivität überführt werden. Neben der 

Anwendung von gerichteter Evolution soll durch rationales Protein-Design eine Variante 

generiert werden, die eine Dehalogenaseaktivität besitzt. Dabei soll der Austausch von 

Domänen, Loops oder Aminosäuren, die für die Substratbindung oder den katalytischen 

Mechanismus essentiell sind, zum Erfolg führen. Ein struktureller Vergleich der 

Enzymklassen der Esterasen, Epoxidhydrolasen und Dehalogenasen soll aufzeigen, welche 

Aminosäuren sich im Laufe der Evolution an essentiellen Positionen im Protein durchgesetzt 

haben. Damit soll untersucht werden, wie eine Dehalogenaseaktivität zustande gekommen 

ist. Dazu ist es notwendig Assaysysteme zu entwickeln, welche sowohl die Aktivitäten der 

parentalen α/β-Hydrolasefaltungsenzyme (Esterasen und Epoxidhydrolasen) als auch die neu 

generierte Dehalogenaseaktivität nachweisen können. Zur Ermittlung der spezifischen 

Aktivität und der Enantioselektivität soll eine quantitative Analytik etabliert werden (GC-MS, 

HPLC). 
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3. Ergebnisse 

Die Arbeit gliedert sich in zwei Abschnitte. Im ersten wurde eine kontinuierliche gerichtete 

Mutagenese etabliert und im Zweiten eine Dehalogenaseaktivität in α/β-Hydrolasefaltungs-

enzymen erzeugt. Zur Generierung einer Dehalogenaseaktivität wurde eine Vielzahl von 

rationalen Enzymvarianten erstellt und Experimente der gerichteten Evolution durchgeführt. 

Zur Anwendung der kontinuierlichen gerichteten Evolution wurden geeignete Mutagenese-

methoden und Selektionsassays entwickelt, um im Anschluss eine kontinuierliche gerichtete 

Evolution zur Veränderung der Enantioselektivität in Esterasen und zum anderen zur 

Generierung einer Dehalogenaseaktivität in α/β-Hydrolasefaltungsenzymen durchzuführen. 

 

 

3.1 Mutagenesemethoden 

In dieser Arbeit werden Mutagenesemethoden benötigt, die dazu geeignet sind, das Zielgen 

während einer Selektion zu mutieren. Die Mutageneserate wurde von Mutatorplasmiden, 

Mutatorstämmen, sowie von klassischen Mutagenesemethoden bestimmt. Zum besseren 

Vergleich wurde in allen Beispielen die Esterase BS2 im Plasmid pET28 mutiert und mittels 

pNPA-Assay die Aktivität der Varianten bestimmt. Anhand des Verhältnisses von inaktiven zu 

aktiven Esterasevarianten konnte die Mutageneserate bestimmt werden.  

 

3.1.1 In vivo Mutagenesemethoden 

In dieser Arbeit wurden die zwei Mutatorplasmide pMut und pEP, welche eine in vivo 

Mutagenese ohne Einsatz von Chemikalien oder UV-Licht ermöglichen, etabliert. Zudem 

wurden klassische in vivo Mutagenesemethoden mit den Mutatorplasmiden verglichen und 

auf ihre Eignung für eine kontinuierliche gerichtete Evolution untersucht. 

 

3.1.1.1 Anwendung des Mutatorplasmids pMut 

Der E. coli Stamm CSH116 besitzt eine fehlerhafte ε-Untereinheit der Polymerase III (mutD5). 

Diese konnte mit den Primern mutD1 und mutD2 amplifiziert werden. Das Gen mutD5 

wurde mittels TOPO-Cloning in den TOPO-Vektor integriert und anschließend mit den 

Restriktionsenzymen HindIII und PstI in die multiple Klonierungsstelle des Suizidvektors 

pMAK705[111] kloniert. Selifonova et al. schlugen vor, das Gen der fehlerhaften Untereinheit 
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in den pCR-Blunt Vektor (Invitrogen, Carlsbad, Calif) zu transformieren, um die 

Kanamycinresistenz dieses Vektors in das pMAK705 Plasmid zu integrieren.[27] In dieser 

Arbeit wurde das Gen direkt in das Plasmid pMAK705 integriert, um die 

Chloramphenikolresistenz dieses Vektors zu verwenden. 

Das Mutatorplasmid pMut wurde mit der Esterase BS2 (in pET28) in E. coli JM109 (DE3) 

kotransformiert und anschließend vier Tage bei 30°C inkubiert. Nach jeweils 24 Stunden 

wurde neues Medium mit der Zellsuspension (1:100) inokuliert. Aus dem Rest der 

Zellsuspension wurde eine Plasmidisolation durchgeführt, die anschließend in kompetente 

E. coli JM109 (DE3) Zellen transformiert wurde. Die Transformanden wurden in 

Mikrotiterplatten vereinzelt (ca. 500), um anschließend die Mutageneserate mittels pNPA-

Assay zu bestimmen (Abb. 16). 

 

 
Abb. 16: Die Abbildung zeigt den prozentualen Anteil der inaktiven Esterasen gegenüber pNPA nach 

Inkubation der Esterase mit dem Mutatorplasmid pMut. A: Zwei Wochen gelagerte Zellen aus einem 

Glycerolstock, B: frisch transformierte Zellen, C: frisch transformierte Zellen mit IPTG induziert. 

 

Die Anzahl der Klone mit einer inaktiven Esterase nahm innerhalb von drei Tagen ab und 

stabilisierte sich anschließend (Abb. 16). Das Mutatorplasmid aus den zwei Wochen alten 

Zellen aus dem Glycerolstock (A) wies eine nur sehr geringe Mutationsrate auf. Das 

Mutatorplasmid aus den frisch transformierten Zellen zeigten eine Mutationsrate von 

10-30% (B). Durch die Zugabe von IPTG konnte die Mutationsrate auf bis zu 50% gesteigert 

werden (C). Zur Bestimmung der genetischen Mutationsrate wurden fünf Klone sequenziert. 

Nach 2-3 Tagen lag sie bei einem Basenaustausch pro Gen und nach 27 Tagen 
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durchschnittlich bei fünf Basensubstitutionen pro Gen. Zu beachten ist, dass weitere 

Mutationen im Genom oder Promotor die Aktivität der Esterase beeinflussen können. 

 

3.1.1.2 Anwendung des Mutatorplasmids pEP 

Das Mutatorplasmid pEP[28] mit der mutierten Polymerase I wurde kommerziell bei Addgene 

(Addgene plasmid 11722) erworben. Das zu mutierende Esterasegen BS2 wurde mit den 

Restriktionsenzymen HindIII und XbaI hinter den ColE1 Replikationsursprung des pUC19 

Plasmids integriert. 

Das Mutatorplasmid pEP wurde mit dem pUC19/BS2 Plasmid in E. coli JS200 kotransformiert 

und bei verschiedenen Temperaturen mit und ohne IPTG über drei Tage inkubiert. Nach 

jeweils 24 Stunden wurde frisches LB-Medium 1:100 mit der Selektionskultur inokuliert, 

sowie die Zellsuspension verdünnt und auf Agarplatten ausplattiert. Die Agarplatten wurden 

über Nacht bei 30°C inkubiert, um die Zellen anschließend in Mikrotiterplatten zu vereinzeln 

(ca. 500 Kolonien). Die Mutageneserate der vereinzelten Klone wurde mittels pNPA-Assay 

bestimmt (Abb. 17). Durch  die Verwendung des temperatursensitiven E. coli Stamm JS200 

wird keine genomische Polymerase I bei einer Temperatur von 42°C gebildet. Die 

Mutageneserate müsste demnach bei einer Inkubation bei 42°C höher sein als bei 30°C. 

 

 
Abb. 17: Die Abbildung zeigt den prozentualen Anteil der inaktiven Esterasen gegenüber pNPA nach 

Inkubation mit dem Mutatorplasmid pEP. Die Zellen wurden bei 30°C bzw. 42°C inkubiert. Es wurden 

zwei Parallelen – eine mit, eine ohne Zugabe von IPTG – durchgeführt. Die Aktivität der Klone wurde 

mittels pNPA-Assay in Mikrotiterplatten gemessen. 
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Die Mutageneserate lag bei ca. 2-4% und ist damit im Vergleich mit dem Mutatorplasmid 

pMut deutlich geringer. Obwohl nach einer Inkubation von zwei Tagen mehr Klone mit einer 

inaktiven Esterase bei den mit 42°C inkubierten Zellen festgestellt werden konnte 

(Aktivitätstest), wurden keine Mutationen durch Sequenzierungen im Esterasegen 

nachgewiesen. Mutationen im Genom wurden nicht erfasst. 

 

3.1.1.3 Mutation mittels XL1-red Mutatorstamm 

Die Esterase BS2 wurde in Epicurian coli® XL1-red transformiert und über vier Tage kultiviert. 

Nach jeweils 24 Stunden wurde neues Medium mit der Zellsuspension (1:100) inokuliert. Aus 

dem Rest der Zellsuspension wurde eine Plasmidisolation durchgeführt, die anschließend in 

kompetente E. coli JM109 (DE3) Zellen transformiert wurde. Die Transformanden wurden in 

Mikrotiterplatten vereinzelt und die relative Mutageneserate mittels pNPA-Assay und 

α-Naphthylacetat-Agarplattenassay ermittelt. 

 

 
Abb. 18: Die Abbildung zeigt den prozentualen Anteil inaktiver Esterasen gegenüber pNPA bzw. 

α-Naphthylacetat nach Transformation und Expression mittels E. coli JM109 (DE3). 

 

Die Anzahl der inaktiven Klone lag unter 10%. Sie veränderte sich im Verlauf der Mutagenese 

nicht signifikant. 
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3.1.2 Etablierung einer chemischen Mutagenese 

3.1.2.1 Mutagenese mit MNNG 

MNNG (N-Methyl-N‘-Nitro-N-Nitrosoguanidin) ist ein chemisches Mutagen, welches 

bevorzugt Guanin an der N7-Position methyliert. Durch die Mutation der Basen wird die 

komplementäre Basenpaarung gestört. Dies führt dazu, dass während der DNA-Replikation 

Mutationen entstehen, wenn der Schaden nicht repariert wird.[112] Ein Toxizitätstest soll 

zeigen, welche MNNG Konzentration die E. coli Zellen tolerieren, bevor sie absterben. Das 

Plasmid pET28 mit integrierter Esterase BS2 wurde in E. coli JM109 (DE3) transformiert. Die 

frisch transformierten Zellen wurden 24 Stunden bei 30°C mit MNNG-Konzentrationen von 

0 bis 150 µg/ml inkubiert. Die Wachstumsinhibierung wurde mittels Photometer bestimmt 

(Abb. 19). 

 

 
Abb. 19: Die Abbildung zeigt die Wachstumsinhibierung von E. coli JM109 (DE3) nach 24 h Inkubation 

bei 30°C in LB mit Antibiotikum und unterschiedlichen Konzentrationen von MNNG. 

 

Um das Wachstum der Zellkultur nicht zu stark einzuschränken, sollte die MNNG 

Konzentration nicht über 20 µg/ml liegen, was einer Hemmung von ca. 50% entsprach. Bei 

einer Konzentration von 50 µg/ml lag die Wachstumshemmung bereits um 80%. In den 

Experimenten der kontinuierlichen gerichteten Evolution wurde eine Konzentration von 10 

bis 30 µg/ml verwendet. 
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3.1.2.2 Mutagenese mit EMS 

EMS alkyliert bevorzugt Guanin. Das entstehende O-6-Ethylguanin paart in der Regel mit 

Cytosin oder Thymin, wodurch EMS bevorzugt die Transition G/C zu A/T beeinflusst.[113] Die 

Mutagenese mit EMS wird vor allem zur Veränderung des Erbguts von Eukaryoten 

verwendet. Eine Konzentration zwischen 1 und 4% ermöglicht die Mutagenese mit EMS auch 

bei Prokaryoten.[114] Das Plasmid pET28 mit der Esterase BS2 wurde in E. coli JM109 (DE3) 

transformiert. Die frisch transformierten Zellen wurden mit 0 - 200 µM EMS über 24 Stunden 

bei 30°C inkubiert und die Wachstumsinhibierung mittels Photometer bestimmt (Abb. 20). 

 
Abb. 20: Die Abbildung zeigt die Wachstumsinhibierung von E. coli JM109 (DE3) nach 24 h Inkubation 

bei 30°C in LB mit Antibiotikum und unterschiedlichen Konzentrationen von EMS. 

 

Eine starke Inhibierung von ca. 75% des Wachstums war ab einer EMS Konzentration von 

100 µM nachzuweisen. Eine Mutagenese sollte in diesem Bereich durchgeführt werden, um 

eine maximale Mutageneserate mit noch mäßigem Wachstum zu erhalten. Die scheinbare 

Mutationsrate lag nach 50 Minuten Inkubation mit EMS bei 1% (100 µM EMS) über 35% (400 

µM EMS) bis 97% (600 µM EMS). In den Experimenten zur kontinuierlichen gerichteten 

Evolution wurde eine Konzentration zwischen 50 und 100 µM EMS verwendet. 

 

3.1.3 UV-Mutagenese 

Das UV-Licht wird in drei Wellenlängenbereiche gegliedert: UVA (320-400 nm), UVB (290-

320 nm) und UVC (<290 nm). Das UV-Licht induziert vor allem eine Substitution von Cytosin 

zu Thymin. Auch eine Tandemsubstitution von zwei Cytosinen zu zwei Thyminen ist für eine 

UV-Mutagenese charakteristisch.[115] 
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Das Plasmid pET28/BS2 wurde in E. coli JM109 (DE3) transformiert. Die frisch 

transformierten Zellen wurden über Nacht bei 37°C inkubiert und im Anschluss für die 

UV-Mutagenese verwendet. Die Mutagenese wurde in einem Abstand von 25 cm zur UV-

Lampe in einer offenen Petrischale durchgeführt. Die Inkubationszeit betrug zwischen 0 und 

10 Minuten. Nach der Mutagenese wurden die Zellen unter Lichtausschluss in frischem LB 

regeneriert und auf Agarplatten ausplattiert. Diese wurden im Dunkeln bei 37°C über Nacht 

inkubiert und die Kolonien im Anschluss in Mikrotiterplatten vereinzelt. Die Mutageneserate 

wurde mittels pNPA-Assay bestimmt. 

 
Abb. 21: Die Abbildung zeigt die relative Mutageneserate der UV-Mutagenese und Zellzahl nach der 

Regenerationsphase. 

 

Die Zellzahl sank nach einer Expositionszeit von über einer Minute stark ab. Mutationen 

traten mit 12% inaktiven Esterasevarianten erst ab fünf Minuten Expositionszeit in einer für 

ein Experiment der gerichteten Evolution ausreichend hohen Anzahl auf. 

 

 

3.2 Assayentwicklung 

Neben einer guten Mutagenesemethode sind Selektionsassays notwendig, um die 

kontinuierlich gerichtete Evolution durchzuführen. Diese gewährleisten, dass „erwünschte“ 

Mutationen einen Vorteil gegenüber „nichtgewollten“ Mutationen besitzen. Zudem wurden 

Assaysysteme entwickelt, die die Enzymaktivität von Dehalogenasen, Esterasen und 

Epoxidhydrolasen detektieren. 
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3.2.1 Dehalogenaseassays 

Die Aktivität von Dehalogenasen wird in der Regel über die entstehenden Protonen und den 

daraus resultierenden Abfall des pH-Wertes bestimmt.[116] Zur genauen Bestimmung der 

spezifischen Aktivität werden vor allem chromatographische Methoden angewendet.[33] Es 

wurde eine Analytik etabliert, die es ermöglicht eine große Mutantenbibliothek zu 

durchmustern (Phenolrotassay) und eine weitere Methode, um die Aktivität zu bestätigen 

(GC-MS). 

 

3.2.1.1 Phenolrotassay auf Agarplatten zur Bestimmung von Dehalogenaseaktivität 

Die zu testenden E. coli BL21 (DE3) Zellen mit pJOE/DhlA (Positivkontrolle), bzw. pJOE/EchA 

(Negativkontrolle) wurden auf Phenolrot Agarplatten mit Induktor ausgestrichen und über 

Nacht bei 30°C inkubiert. Im Anschluss wurde die Agarplatte mit dem Substrat behandelt. 

1,2-Dibromethan (Substrat 23) wurde mittels Dispenser bzw. Pipette auf den Agar, den Rand 

der Agarplatte oder den Deckel gesprüht bzw. pipettiert. Alle Agarplatten wurden mit 

Parafilm verschlossen, um eine Verdunstung des Substrates und der Produkte zu verhindern. 

Die Agarplatten wurden anschließend vier Stunden bei 37°C inkubiert. 

Durch das Pipettieren von 200 µl 1,2-Dibromethan auf den Agar oder den Rand der 

Agarplatte entstand nach der Inkubationszeit eine deutliche Gelbfärbung des Agars um die 

Kolonien mit einer aktiven Dehalogenase. Der größte Unterschied zwischen Kolonien mit 

DhlA und EchA konnte durch das Sprühen des Substrates auf den Deckel erreicht werden. Es 

bildete sich ein gelber Ring (Halo) um die Positivkontrolle, während die Negativkontrollen rot 

blieben. 

 

3.2.1.2 Phenolrotassay in Mikrotiterplatten zur Bestimmung von Dehalogenaseaktivität 

Zur Etablierung eines Phenolrotassays in Mikrotiterplatten wurden Puffertyp und Molarität 

variiert. Des Weiteren wurde zwischen ganzen Zellen und Zelllysat unterschieden. E. coli 

BL21 (DE3) Zellen mit pJOE/DhlA (Positivkontrolle) bzw. pJOE/EchA (Negativkontrolle) 

wurden getrennt in einer Mikrotiterplatte vereinzelt und kultiviert (Abb. 23). Nach der 

Expression der Enzyme über Nacht bei 30°C wurde der Phenolrotassay durchgeführt. In 

diesem Experiment wurde die Konzentration des Phenolrotpuffers variiert, sowie ganze 

Zellen bzw. Zellextrakt verwendet, um die Sensitivität des Assays zu verbessern (Abb. 22). 
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Abb. 22: Die Abbildung zeigt den Phenolrotassay in Mikrotiterplatten mit Zellextrakt bzw. ganzen 

Zellen. Die Säulen zeigen die Anzahl an falschpositiven () und falschnegativen () Varianten durch 

die Veränderung der Molarität des HEPES Puffers. Vom Assay korrekt bestimmte Enzyme berechnen 

sich aus der Formel: 100%-(Falschnegative+Falschpositive). 

 

Zur Gewinnung des Zellextraktes wurden die Zellen mit Lysozym aufgeschlossen. Durch die 

sauren Zellbestandteile färbte sich der Phenolrotpuffer schon vor Substratzugabe orange-

gelb. Die Dehalogenase DhlA konnte im Ganzzellsystem gut von der Negativkontrolle 

differenziert werden (Abb. 23). Der Reaktionspuffer wurde mit einer Molarität von 2 mM 

eingesetzt, um eine hohe Sensitivität und eine geringe Menge an falschpositiven und 

falschnegativen Varianten zu erhalten. 

 

 
Abb. 23: Die Abbildung zeigt eine Mikrotiterplatte mit E. coli BL21 (DE3) Zellen, nach der Expression 

von DhlA bzw. EchA, sowie Zellen ohne Expression eines Gens nach Inkubation mit bzw. ohne 

1,2-Dibromethan. 
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3.2.1.3 Etablierung einer GC-MS-Methode zur Bestimmung von Dehalogenaseaktivität 

Zur genaueren Messung der Dehalogenaseaktivität wurden Biokatalysen durchgeführt und 

Proben mittels GC-MS gemessen. Es wurde eine Methode entwickelt, die es ermöglicht 

mehrere Dehalogenasesubstrate zu messen und die Produkte von den Substraten zu 

differenzieren (Tab. 2). 

 

Tab. 2: Dehalogenasesubstrate und -produkte mit Retentionszeit (Rt). NB: Nicht bestimmt. 
# Substrat Rt [min] # Substrat Rt [min] # Substrat Rt [min] 

1 
Cl

Cl NB 2 
Cl

OH NB 3 
HO

OH NB 

4 
I 2,4 5 

Cl Cl 3,7 6 
Cl OH 5,0 

7 
HO OH NB 8 Cl NB 9 

Cl 2,2 

10 Cl

OH

OH

 10,3 11 Br

OH

OH

 NB 12 HO

OH

OH

 20-23 

13 C8H17Br 16,2 14 C8H17OH 12,9 15 C16H33Cl NB 

16 C16H33OH - 17 
Cl

 10,7 18 
OH

 12,3 

19 
Cl

 14,8 20 
OH

 15,7 21 OH

OH

 
24,4 

22 Cl

OH

 
22,4 23 

Br
Br 4,3 24 

Br
OH 3,4 

25 Br NB 26 Br
OH

O

 NB 27 
Br OH

O

 NB 

67 
Br

Br

 28,0 68 
Br

 29,6 69 
Br

NC
 26,0 

70 
Br

F3C
 15,6 71 

Br

H3C
 20,3 72 

CH3

Br

 
20,0 

73 
Br

CH3 
20,0 74 

Br

O2N
 27,9 75 

Br

Br

 24,2 

76 Br

 
17,2 77 

Br

Br

 
25,4 78 

Br

 19,8 

79 
Br
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Br

Br  
26,8 82 Br

O

 
24,5 

83 
Br

O2N  
30,3     
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Da viele der Produkte einen geringen Siedepunkt besitzen, wurde das Programm der GC so 

angepasst, dass die Temperatur bei 40°C für 2 min gehalten wird, bevor sie weiter ansteigt. 

Durch die Variation der Retentionszeiten konnte ein Substratmix erstellt werden, dessen 

Produkte unterschiedliche Retentionszeiten besitzen und diese damit gut zu differenzieren 

sind. Somit war es möglich, mehrere Substrate in einer Biokatalyse einzusetzen, den 

Durchsatz zu erhöhen und den Materialverbrauch zu verringern (Abb. 24). 

 

 
Abb. 24: Die Abbildung zeigt das Chromatogramm eines Dehalogenasesubstratgemisches zur 

gleichzeitigen Identifikation mehrerer Substrate. 

 

3.2.2 Epoxidhydrolaseassays 

3.2.2.1 Adrenalinassay in Mikrotiterplatten zur Bestimmung von Epoxidhydrolaseaktivität 

Der Adrenalinassay von Fluxa et al.[117] wurde modifiziert, um ihn für die Epoxidhydrolase 

EchA und schwach aktive Epoxidhydrolasevarianten zu optimieren. E. coli BL21 (DE3) Zellen 

mit dem Plasmid pJOE/EchA (Positivkontrolle), pJOE/DhlA (Negativkontrolle) bzw. pJOE 

(Blank) wurden in einer Mikrotiterplatte vereinzelt und kultiviert (Abb. 27). Die Enzyme 

wurden über Nacht bei 30°C exprimiert. Im Anschluss wurde der Adrenalinassay im 

Ganzzellsystem mit einem Substratmix (31, 33, 35, 39, 41, 43, 63, 64) durchgeführt 

(Substrate siehe Kapitel 3.2.2.2). Dabei wurde die Inkubationszeit des Natriumperiodats und 

des Puffers variiert (Abb. 22, Abb. 25). 
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Abb. 25: Die Abbildung zeigt die Ergebnisse des Adrenalinassays mit 2xPBS Puffer im Ganzzellsystem. 

Falschpositive () und falschnegative () Varianten bei veränderter Inkubationszeit des 

Natriumperiodats und steigender Natriumperiodatkonzentration. Vom Assay korrekt bestimmte 

Enzyme berechnen sich aus der Formel: 100%-(Falschnegative+Falschpositive). 

 

Der Adrenalinassay mit 2xPBS zeigte im Ganzzellsystem mit einer Natrium-

periodatinkubation von einer Minute die wenigsten Falschpositiven und -negativen. Die 

Genauigkeit des Assays nahm mit ca. 50% Falschpositiven stark ab, wenn die Inkubationszeit 

des Oxidationsmittels über 2,5 Minuten lag. Bei einer Inkubationszeit von einer Minute 

wurden 95% der Enzyme richtig erkannt (Abb. 25). 

 

 
Abb. 26: Die Abbildung zeigt die Ergebnisse des Adrenalinassays mit 10 mM Natriumphosphatpuffer 

im Ganzzellsystem. Falschpositive () und falschnegative () Varianten bei veränderter 

Inkubationszeit des Natriumperiodats und steigender Natriumperiodatkonzentration. Vom Assay 

korrekt bestimmte Enzyme berechnen sich aus der Formel: 100%-(Falschnegative+Falschpositive). 
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Durch den Einsatz des Natriumphosphatpuffers (Abb. 26) sind im Durchschnitt weniger 

falschnegative Werte als im 2xPBS Puffer zu detektieren (Abb. 25). Die besten Werte wurden 

bei einer Inkubationszeit von einer Minute erreicht. Durch die Erhöhung der 

Natriumperiodatkonzentration auf 20 mM wurde die Rotfärbung der Wells intensiver was 

die Auswertung erleichterte (Abb. 27). Eine weitere Erhöhung auf 30 mM erhöhte jedoch die 

Anzahl der falschpositiven Varianten um das 12-fache. 

 
Abb. 27: Die Abbildung zeigt eine Mikrotiterplatte mit E. coli BL21 (DE3) Zellen, nach der Expression 

von DhlA bzw. EchA, sowie Zellen ohne Expression eines Gens nach Inkubation mit bzw. ohne 

Epoxidhydrolasesubstraten. Die Mikrotiterplatte wurde eine Minute mit 20 mM NaIO4 inkubiert, um 

im Anschluss die Farbreaktion mit Adrenalin durchzuführen.  

 

3.2.2.2 Etablierung einer GC-MS-Methode zur Bestimmung von Epoxidhydrolaseaktivität 

Zur genaueren Untersuchung der Epoxidhydrolaseaktivität und des Substratspektrums der 

Enzymvarianten wurde eine GC-MS Analytik entwickelt (Tab. 3). 

 

Tab. 3: Epoxidhydrolasesubstrate und -produkte mit Retentionszeit (Rt). NB: Nicht 
bestimmt. -: Substrat mit dieser Methode nicht detektierbar. 
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Zur Untersuchung des Substratumsatzes und der Produktbildung von 

Epoxidhydrolasesubstraten konnte das gleiche Zeit- und Temperaturprogramm verwendet 

werden, wie zur Untersuchung der Dehalogenaseaktivität (Kapitel 3.2.1.3). Die Substrate 

wurden im Gemisch gut getrennt (Abb. 28). 

 

 
Abb. 28: Die Abbildung zeigt das Chromatogramm eines Epoxidhydrolasesubstratgemisches zur 

Differenzierung der einzelnen Substrate. 

 

3.2.3 Hochdurchsatzselektionsassays 

3.2.3.1 Hochdurchsatz-Enantioselektivitätsassay  für Esterasen 

In Zusammenarbeit mit Fernández-Álvaro et al.[50] wurde ein Hochdurchsatzassay unter 

Verwendung des Durchflusszytometers entwickelt. Der Assay basiert auf den beiden 

pseudoenantiomeren Substraten 2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat und 2,3-Dibrom-

propyl-3-phenylbutyrat, von denen das Erstgenannte zum Wachstumssubstrat Glycerol und 

das andere zum Toxin 2,3-Dibrompropanol hydrolysiert wird. Esterasen mit der 

gewünschten Enantioselektivität setzen Glycerol aus dem 2,3-Dihydroxypropyl-3-

phenylbutyrat frei und können wachsen, während Zellen mit einer unselektiven Esterase 

oder einer Esterase mit nicht erwünschter Enantioselektivität absterben bzw. durch das 

Toxin geschädigt werden (Abb. 29). 
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Abb. 29: Die Abbildung zeigt das Prinzip eines Enantioselektivitätsassays mit der Verwendung von 

zwei Pseudoenantiomeren, von denen eines zum Wachstumssubstrat Glycerol und eines zum Toxin 

2,3-Dibrompropanol hydrolysiert wird. Zellen mit einer (R)-selektiven Esterase können wachsen, 

während Zellen mit einer (S)-selektiven Esterase absterben. 

 

Eine Esterasebibliothek wurde in E. coli JM109 (DE3) Zellen transformiert und kultiviert. 

Nach der Expression der Esterasen wurden die Zellen mit zwei pseudoenantiomeren 

Substraten in Minimalmedium über 24 Stunden bei 37°C kultiviert. Hierfür wurde ein 

Selektionsmedium erstellt, welches die (R)-selektiven Esterasen selektieren sollte und die 

Substrate (R)-2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat und (S)-2,3-Dibrompropyl-3-phenyl-

butyrat enthielt ((R)-selektive Ansätze). Zudem wurde Selektionsmedium mit den Substraten 

(S)-2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat und (R)-2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat ver-

wendet, um (S)-selektive Esterasen anzureichern ((S)-selektiver Ansatz). Zellen, die nach der 

Inkubation durch das Toxin eine beschädigte Zellwand aufwiesen, wurden mit dem rot 

fluoreszierenden Farbstoff Propidiumiodid angefärbt. Alle Zellen wurden durch den grün 

fluoreszierenden Farbstoff SYTO® 9 gegengefärbt. Im Anschluss wurden die grün, aber nicht 

rot fluoreszierenden Zellen mittels Durchflusszytometer aussortiert und auf Agarplatten 

ausplattiert. Die Enantioselektivität der aussortierten Esterasen wurde mittels 

p-Nitrophenol-3-phenylbuttersäure, Resorufinassay und HPLC bestimmt. Mit dieser 

Methode konnten erfolgreich enantioselektive Esterasen aus einer Bibliothek selektiert 

werden (Abb. 30).[50] 
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Abb. 30: Die Abbildung zeigt das Prinzip des Hochdurchsatzselektionsassays. (1) Die Bibliothek der in 

E. coli JM109 (DE3) exprimierten Esterasen wurde mit den pseudoenantiomeren Substraten inkubiert 

und (2) die Zellen nach 24 Stunden mit den Farbstoffen Propidiumiodid und SYTO® 9 angefärbt. (3) 

Die vitalen Zellen wurden mit dem Durchflusszytometer aussortiert. Rote Zellen: Bakterien mit der 

nicht gewünschten Selektivität wurden durch Propidiumiodid angefärbt. Grüne Zellen: Bakterien mit 

der gewünschten Selektivität wurden durch SYTO® 9 gegengefärbt. 

 

Zur weiteren Verifizierung des Assays wurde ein Experiment durchgeführt, welches die 

enantioselektive Esterase E8[50] anreichern sollte. Es wurde ein Zellgemisch, bestehend aus 

50% E. coli JM109 (DE3) Zellen mit der unselektiven Esterase BS2 und 50% E. coli JM109 

(DE3) Zellen mit der (R)-selektiven Esterase E8, mit dem Assay selektiert. Nach der 

Expression der Enzyme wurden die Zellen mit den pseudoenantiomeren Substraten über 24 

Stunden bei 37°C inkubiert und im Anschluss aussortiert. Die Plasmide der aussortierten 

Klone wurden isoliert und sequenziert, um zu bestimmen, ob Zellen mit der 

enantioselektiven Esterase E8 angereichert wurden (Abb. 31). 

 

FACS

1. Inkubation der Zellen mit den 
Pseudoenantiomere

2. Färben der Zellen mit SYTO® 9 
und Propidiumiodid

3. Aussortieren der vitalen Zellen 
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Abb. 31: Die Abbildung zeigt die Anreicherung von E. coli JM109 (DE3) mit der selektiven Esterase E8 

in einem (R)-selektivem Ansatz gegenüber E. coli JM109 (DE3) mit der unselektiven Esterase BS2. Das 

Diagramm zeigt die Anzahl der aussortierten Klone über 48 Stunden inkubation mit den 

pseudoenantiomeren Substraten. 

 

Zellen mit der enantioselektiven Esterase E8 wurden innerhalb von 24 Stunden um den 

Faktor 5 angereichert. Zellen mit der unselektiven Esterase BS2 konnten wie erwartet nicht 

angereichert werden und sind innerhalb von 24 Stunden abgestorben. Zu beachten ist, dass 

nach 24 Stunden eine große Anzahl der enantioselektiven Mutante E8 auch unter den 

beschädigten Zellen (Propidiumiodid angefärbte Zellen) waren. Diese werden unter realen 

Bedingungen nicht mit aussortiert und werden vom Assay nicht erfasst. Die Zellen wurden 

wahrscheinlich durch das 2,3-Dibrompropanol im Medium beschädigt, welches durch 

Autohydrolyse des Substrates oder durch lysierte Zellen, die das Toxin bildeten, freigesetzt 

wurde. Eine Inkubation mit den Substraten länger als 24 Stunden führte zu vielen Zellen mit 

der Esterase E8, die durch das Propidiumiodid angefärbt wurden. 

 

3.2.3.2 Hochdurchsatzassay zur Selektierung aktiver Dehalogenasen 

In Zusammenarbeit mit Michael Fibinger[118] wurde ein Toxizitätsassay entwickelt, der das 

3-Chlor-1,2-propandiol als Wachstumssubstrat für Zellen mit einer aktiven 

Haloalkandehalogenase verwendet. Zellen ohne Möglichkeit das toxische Substrat zu 

entgiften, starben im Verlauf des Versuches ab. 

In Vorversuchen wurden verschiedene Selektionssubstrate eingesetzt, die die Dehalogenase 

DhlA gut umsetzen kann.[79] Neben 3-Brom-1,2-propandiol, 1,2-Dichlorethan und 
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1-Chlorethanol auch 3-Chlor-1,2-propandiol. Der größte Wachstumsunterschied zwischen 

E. coli BL21 (DE3) Zellen, die einerseits die Dehalogenase DhlA (Positivkontrolle) und 

andererseits die Epoxidhydrolase EchA (Negativkontrolle) exprimierten, konnte mit dem 

Selektionssubstrat 3-Chlor-1,2-propandiol erreicht werden. Im Anschluss wurden E. coli BL21 

(DE3) Zellen mit EchA bzw. DhlA und unterschiedlichen Konzentrationen des 

Selektionssubstrats 3-Chlor-1,2-propandiol über 24 Stunden inkubiert, um die optimale 

Konzentration für eine Selektion von aktiven Dehalogenasevarianten zu ermitteln (Abb. 32). 

 

 
Abb. 32: Die Abbildung zeigt das relative Wachstum von E. coli BL21 (DE3) nach Expression von der 

Dehalogenase DhlA (Positivkontrolle) bzw. der Epoxidhydrolase EchA (Negativkontrolle) und 

Inkubation mit unterschiedlichen Konzentrationen des Selektionssubstrates 3-Chlor-1,2-propandiol. 

Nach Fibinger.[118] 

 

Der größte Unterschied zwischen E. coli BL21 (DE3) Zellen, die EchA bzw. DhlA exprimieren 

lag bei 10 mM 3-Chlor-1,2-propandiol. Um die überlebenden Zellen, die EchA exprimieren, 

zu reduzieren, wurde eine Konzentration von 15 mM Selektionssubstrat verwendet. Mit 

dieser Konzentration wuchsen Zellen, die die Dehalogenase DhlA exprimierten noch gut. Des 

Weiteren musste die Mutantenbibliothek in einem Expressionsstamm wie E. coli BL21 (DE3) 

transformiert werden, damit die Zellen eine ausreichend hohe Enzymkonzentration besaßen. 

Wurde eine Selektion von aktiven Dehalogenasen in E. coli TOP10 durchgeführt, starb ein 

Großteil der Bakterien innerhalb von 48 Stunden ab und es kam nicht zu einer Anreicherung 

von aktiven Dehalogenasen. 
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Um den Assay zu verifizieren, wurden drei inaktive Dehalogenasevarianten erstellt. In der 

ersten wurde die Base H289 der katalytischen Triade durch ein Alanin und in der zweiten 

Variante das Nukleophil D124 durch ein Alanin ausgetauscht. Die dritte Variante enthielt 

beide Aminosäuresubstitutionen. Aus diesen inaktiven Varianten wurden Mutanten-

bibliotheken durch positionsgerichtete Mutagenese der Positionen A124 und A289 mit NDT- 

(Position A289) bzw. NNK-Codons (Position A124) durchgeführt. Die daraus entstandenen 

DNA-Fragmente wurden mittels Megawhop in das Plasmid pJOE integriert. Die Verwendung 

von inaktiven Varianten schloss eine Anreicherung vom aktiven Wildtypenzym durch 

fehlerhafte Mutagenese aus. Die Bibliothek A124NNK wurde von Michael Fibinger 

untersucht.[118] Die zwei Bibliotheken A289NDT und A124NNK-A289NDT wurden unabhängig 

in E. coli BL21 (DE3) Zellen transformiert und über 120 Stunden mit dem Selektionssubstrat 

inkubiert. Nach jeweils 24 Stunden wurde eine Verdünnung der Zellen auf Agarplatten 

ausplattiert, um die cfu/ml zu bestimmen (Abb. 33). Die restlichen Zellen wurden mit M9 

Medium gewaschen und in frisches Medium mit dem Selektionssubstrat überführt, um die 

Selektion fortzuführen. 

 

 
Abb. 33: Die Abbildung zeigt den Wachstumsverlauf der Selektionsansätze in E. coli BL21 (DE3). Grau: 

Vorinduktion bei OD=0,2 und Verdünnen der Zellen nach 48 Stunden. Schwarz: Späte Induktion bei 

OD=0,5 und kein Verdünnen der Zellen während der Selektion. 

 

Da die Zelldichte der früh induzierten Selektionsansätze innerhalb von 48 Stunden stark 

angestiegen war und die große Anzahl der Zellen das Selektionsmedium zu schnell entgiftet 

hätten, wurden die Zellen 1:100 verdünnt. Die Zellzahl nahm aus diesem Grund nach 
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48 Stunden stark ab. Ansonsten verhielt sich das Wachstum unabhängig von der zu 

selektierenden Bibliothek. Die A289NDT Bibliothek wuchs genauso gut wie die 

Kombinationsbibliothek A124NNK-A289NDT. 

Ein Unterschied in der Selektionseffizienz der beiden Konzepte (früh oder spät induziert) 

konnte nicht nachgewiesen werden. Die Anreicherung war in beiden Fällen  vergleichbar. Die 

statistische Wahrscheinlichkeit, die aktive Wildtypdehalogenase durch die degenerierten 

Codons zu erhalten lag bei 8% für das NDT-Codon, 3% für das NNK-Codon und 0,26% für die 

Kombination beider Codons. Vergleicht man die statistischen Werte mit den Werten nach 

der Selektion konnte eine Anreicherung vom Wildtyp erzielt werden. Zudem wurden auch 

inaktive Varianten mit einem Stop-Codon angereichert (Abb. 34). 

 

 
Abb. 34: Die Abbildung zeigt den prozentualen Anteil an revertiertem Wildtyp () und Stop-Codon 

() der A289NDT (links) und A124NNK-A289NDT (rechts) Bibliothek. 

 

Es konnte gezeigt werden, dass eine Anreicherung des Wildtyps innerhalb von 48 Stunden 

(A289NDT Bibliothek) um den Faktor 12 (von 8 auf 100%) möglich ist. Das Stop-Codon an der 

Position E111 der 24 Stunden Probe ist möglicherweise im Verlauf der Sättigungs-

mutagenese entstanden. In der zweiten Bibliothek (A124NNK-A289NDT) wurden vor allem 

Mutanten mit einem Stop-Codon selektiert. Dennoch konnte eine Anreicherung des aktiven 

Wildtypenzyms in dieser komplexen Bibliothek nach 72 Stunden um den Faktor 166 (von 

0,26 auf 50%) erreicht werden. In dieser Bibliothek war der Anteil an möglichen Stop-Codon 

Varianten bereits durch das NNK-Codon mit 3% größer, als bei der NDT Bibliothek, bei der 

durch das Codon selbst kein Stop-Codon generiert werden konnte. 

0

25

50

75

100

0 24 48 72 96 120

W
ild

ty
p

 u
n

d
 S

to
p

-C
o

d
o

n
 V

ar
ia

n
te

n
 [

%
] 

Kultivierungsdauer [h] 

Wildtyp Stop-Codon

0

25

50

75

100

0 24 48 72 96 120

W
ild

ty
p

 u
n

d
 S

to
p

-C
o

d
o

n
 V

ar
ia

n
te

n
 [

%
] 

Kultivierungsdauer [h] 

Wildtyp Stop-Codon



 Ergebnisse 47 

Das Stop-Codon war nicht zwangsläufig an den zu mutierenden Positionen vorhanden, 

sondern entstand auch durch die Verschiebung des Leserahmens (frameshift), die als 

Artefakte während der Sättigungsmutagenese zustande gekommen sind. Hier konnte zudem 

festgestellt werden, dass das Stop-Codon einer Variante, die 24 Stunden selektiert wurde bei 

I276 und in Varianten, die länger inkubiert wurden meist näher am Start-Codon lag: G127 

(48 h), D45/Frameshift (72 h), M66/Frameshift (96 h), D45/Frameshift (120 h). Die 

Basendeletionen entstanden im Verlauf der Mutagenese, sowie der Klonierung und ließen 

sich aufgrund des verwendeten Klonierungsverfahrens (Megawhop) nur schwer vermeiden. 

Festzustellen ist, dass bereits Mutanten, die weniger Protein exprimieren, einen 

beachtlichen Selektionsvorteil gegenüber inaktiven Varianten besaßen, die ein Protein mit 

der Gesamtlänge von über 300 Aminosäuren exprimierten. Der aktive Wildtyp konnte sich 

nur schwer gegenüber den Stop-Codon Varianten durchsetzen. Der Wildtyp war mit 0,3% im 

Falle der komplexen Bibliothek (A124NNK-A289NDT) im Gegensatz zu Varianten mit Stop-

Codon, die während der Klonierung entstanden sind, unterrepräsentiert.[119] 

 

3.2.3.3 Hochdurchsatzassay zur Selektierung aktiver Dehalogenasen mit einem GFP-

Reporterplasmid 

In Zusammenarbeit mit Michael Fibinger[118] und Johannes von Saß[120] wurde ein Assay 

entwickelt, der das entstehende Glycerol, welches bei der Hydrolyse von 3-Brom-1,2-

propandiol bzw. 3-Chlor-1,2-propandiol freigesetzt wurde, durch das Reportergen GFP 

detektiert. Der Promotor des glp-Operons glpFK wurde mit den Primern glpFK-fw und glpFK-

rv aus E. coli DH5α amplifiziert und mittels TOPO-Cloning in den TOPO Vektor integriert. Das 

GFP-Gen aus pET11a wurde mit den Restriktionsenzymen BamHI und XbaI in das pET28 

Plasmid integriert. Im Anschluss wurde der glpFK-Promotor mit den Restriktionsenzymen 

HindIII und NotI in das gleiche Plasmid integriert. Mittels FastCloning wurde die 

Epoxidhydrolase EchA hinter den T7-Promotor integriert. Eine Mutantenbibliothek kann 

demnach direkt aus diesem Plasmid erzeugt und durchmustert werden. Eine 

Kotransformation ist nicht erforderlich, was die Handhabung stark erleichtert und die 

simultane Verwendung mit dem Mutatorplasmid pMut ermöglicht. 

In einem Assay wurde gezeigt, dass Zellen, die in der Lage sind das 3-Chlor-1,2-propandiol zu 

hydrolysieren und damit Glycerol freizusetzen, grün fluoreszierten, da das Glycerol den glpFK 

Promotor induzierte und das GFP exprimierte (Abb. 35). 
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Abb. 35: Die Abbildung zeigt das Prinzip des Sensorplasmids. Eine aktive Dehalogenase (DH) 

hydrolysiert 3-Chlor-1,2-propandiol zu Glycerol, welches die Expression des GFPs induziert. 

 

Dieses Sensorplasmid war nicht zur Detektion von Dehalogenaseaktivität geeignet, da die 

Gene des glpFK Promotors konstitutiv exprimiert wurden und keine Verstärkung des GFP-

Signals durch Glycerolzugabe detektiert werden konnte. Auch eine epPCR des Promotors zur 

Reduzierung der GFP Expression ohne Glycerol führte nicht zum Erfolg. 

In Zusammenarbeit mit Johannes von Saß[120] wurde analog zum glpFK-Sensorplasmid ein 

Assay entwickelt. Der Unterschied lag im Promotor, welcher aus dem Plasmid 

pLALA/pLALAP[121] stammt. Dieser ebenfalls mit Glycerol induzierbare Promotor hatte seinen 

Ursprung in der Expression der glycerolumsetzenden glp Gene von B. subtilis. Das GFP-Gen 

aus dem pET11a Plasmid wurde mit den Restriktionsenzymen BamHI und HindIII hinter den 

glpD-Promotor in das pLALAP Plasmid, welches neben dem glpD-Promotor auch das 

Regulatorprotein glpP enthält, kloniert (Abb. 36). 

 

 
Abb. 36: Die Abbildung zeigt einen Vergleich der Plasmide pLALAP und pET28 mit kloniertem GFP und 

dem Regulatorprotein glpP bzw. der Epoxidhydrolase EchA. 

 

Das Sensorplasmid konnte durch die Zugabe von Glycerol in E. coli GFP exprimieren. Das GFP 

war allerdings nur in geringen Mengen vorhanden und konnte nur mittels 

Durchflusszytometer detektiert werden. Eine Integration des Plasmids in das Genom von B. 

subtilis 168 zur Verstärkung der Expression des GFPs war nicht erfolgreich. 
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3.3 Kontinuierliche gerichtete Evolution 

Zur Untersuchung der Veränderung von α/β-Hydrolasefaltungsenzymen unter einem 

artifiziell erzeugten evolutionären Stress war eine simultane Selektion zum Aufbau des 

Stresses und eine gleichzeitige Mutagenese zur Beschleunigung der Evolution erforderlich. 

Während Experimente der gerichteten Evolution zuerst die Mutagenese und anschließend 

die Selektion bzw. Durchmusterung beinhalten, sollte in der kontinuierlichen gerichteten 

Evolution eine Kombinierung beider Arbeitsschritte zu verbesserten Varianten führen. 

Dadurch wird gewährleistet, dass Mutanten mit einem Selektionsvorteil überleben und 

weiter mutieren können. Die kontinuierliche Verbesserung des Genpools soll so zu einem 

Protein führen, welches den größten Selektionsvorteil besitzt. 

 

3.3.1 Kontinuierliche gerichtete Evolution zur Verbesserung der Enantioselektivität von 

Esterasen 

Zur Durchführung der kontinuierlichen gerichteten Evolution wurde der Hochdurchsatzassay 

zur Verbesserung der Enantioselektivität von Esterasen (Kapitel 3.2.3.1) in Kombination mit 

den chemischen Mutagenen MNNG und EMS (Kapitel 3.1.2.1 und 3.1.2.2) bzw. dem 

Mutatorplasmid pMut (Kapitel 3.1.1.1) verwendet. In allen Experimenten wurde die 

unselektive Esterase BS2 während der Selektion mutiert, um eine enantioselektive Esterase 

zu generieren. 

In einem ersten Experiment wurde untersucht, wie hoch die Konzentration der 

pseudoenantiomeren Substrate sein kann, um einen möglichst hohen Selektionsdruck 

aufzubauen ohne das Zellwachstum zu inhibieren. Die Konzentration der Substrate sollte auf 

Grund der schlechten Wasserlöslichkeit nicht größer als 0,8 mM des mit Glycerol veresterten 

Enantiomers (2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat) und 4 mM des mit 2,3-Dibrompropanol 

veresterten Enantiomers (2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat) sein. Zudem wurde das 

Wachstum negativ beeinflusst, wenn die Substrate in höheren Konzentrationen eingesetzt 

wurden. 

 

3.3.1.1 Kontinuierliche gerichtete Evolution mit chemischen Mutagenen 

Die unselektive Esterase BS2 wurde in E. coli JM109 (DE3) über Nacht exprimiert. Die Zellen 

mit der exprimierten Esterase wurden zur Inokulation von Minimalmedium mit den 

pseudoenantiomeren Substraten und 25 µg/ml MNNG verwendet. Es wurden mehrere 
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(R)- und (S)-selektive Ansätze mit variierter Konzentration der pseudoenantiomeren 

Selektionssubstrate erstellt, 24 Stunden bei 37°C inkubiert und nach Anfärben der Zellen mit 

SYTO® 9 und Propidiumiodid im Durchflusszytometer analysiert (Abb. 37). 

 

 
Abb. 37: Die Abbildung zeigt die Anzahl der vitalen Zellen (grüne Fluoreszenz) im Mutageneseansatz. 

(R)-selektiver Ansatz: 0,8 mM (R)-2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat, 3,2 mM (S)-2,3-Dibrom-

propyl-3-phenylbutyrat, 25 µg/ml MNNG; (S)-selektiver Ansatz: 0,8 mM (S)-2,3-Dihydroxypropyl-3-

phenylbutyrat, 3,2 mM (R)-2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat, 25 µg/ml MNNG; Wachstums-

kontrolle: 1,6 mM (R,S)-2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat, 25 µg/ml MNNG. 

 

Die Zellen wuchsen innerhalb von 5 Stunden auf bis zu 120000 Zellen/ml an. Im Anschluss 

sank die Zelldichte innerhalb von 24 Stunden bis unter 20000 Zellen/ml. Dieser Effekt 

beruhte auf dem Mutagen MNNG und nicht auf einer Limitation der Kohlenstoffquelle, da 

die Zellzahl in der Wachstumskontrolle ebenfalls innerhalb von 24 Stunden abnahm. Nach 

dem Ausplattieren der aussortierten Zellen wuchsen keine Kolonien. 

Eine Verringerung der MNNG Konzentration auf unter 10 µg/ml führte zu Zellwachstum nach 

dem Ausplattieren. Mutationen traten mit dieser geringen MNNG Konzentration aber nicht 

mehr auf. Darüber hinaus wurde in einem weiteren Experiment das MNNG verzögert (eine 

Stunde nach Inkubation der Zellen im Selektionsmedium) zugegeben, um den Zellen eine 

kurze Anpassung an das Medium zu ermöglichen (Tab. 4). 
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Tab. 4: Wachstumsverhalten der Zellen (JM109 (DE3) mit pET28/BS2) unter Einfluss verschiedener 
MNNG Konzentrationen und den pseudoenantiomeren Substraten (0,8 mM (R)-2,3-Dihydroxy-
propyl-3-phenylbutyrat und 3,2 mM (S)-2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat). 

MNNG 

Konzentration 
[µg/ml] 

Aussortierte Zellen im 
Durchflusszytometer [ml-1] 

Angewachsene Zellen nach dem 
Aussortieren [cfu/ml] 

Nach 5 h 
Inkubation 

Nach 24 h 
Inkubation 

Nach 5 h 
Inkubation 

Nach 24 h 
Inkubation 

0 5886 1329 > 9 2 
10 3828 2640 > 20 1 
20 3889 2227 - - 
40 3741 2117 - - 
70 3147 2154 - - 
100 3903 2573 - - 
150 2988 2593 - - 
200 2385 2948 - - 

MNNG Zugabe nach 1 Stunde (verzögerte MNNG Zugabe): 

0 2805 2539 > 7 4 
10 2607 1235 - - 
20 2864 2207 4 - 
40 2853 2086 1 - 
70 2627 1823 - - 
100 2316 2433 - - 
150 1789 1937 - - 
200 3294 2098 - - 

 

Aus Tab. 4 wird ersichtlich, dass eine MNNG Konzentration von über 10 µg/ml in 

Kombination mit den pseudoenantiomeren Substraten nach dem Aussortieren der 

grünfluoreszierenden Zellen zu keinem Wachstum führte. Die aussortierten Zellen wuchsen 

weder in LB an, noch bildeten sich Kolonien auf Agarplatten nach dem Ausplattieren der 

aussortierten Zellen. Durch eine Verzögerung der Zugabe des MNNGs um eine Stunde 

konnte die Konzentration des Mutagens auf bis zu 50 µg/ml erhöht werden. Nach fünf 

Stunden Inkubation mit dem Mutagen wuchsen immer noch Kolonien auf den Agarplatten 

mit dieser Konzentration. Dennoch konnten auch durch die verzögerte Zugabe des Mutagens 

keine Kolonien nach 24 Stunden Inkubation nachgewiesen werden. Darüber hinaus wurden 

die Zellen mit dem Enzym BS2 auch ohne die Zugabe von MNNG (0 µg/ml MNNG) innerhalb 

von 24 Stunden vom Propidiumiodid angefärbt, da sie auch das toxische Enantiomer 

hydrolysierten (die Zellzahl sank von 5886 cfu/ml nach fünf Stunden Inkubation auf 1329 

cfu/ml nach 24 Stunden Inkubation). 

Neben dem MNNG wurden Selektionsmedien zur kontinuierlichen gerichteten Evolution mit 

EMS erstellt, um ein alternatives Mutagen zu prüfen. Vorinduzierte E. coli JM109 (DE3) mit 

der Esterase BS2 wurden in Minimalmedium mit den pseudoenantiomeren 
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Selektionssubstraten und EMS über 24 Stunden inkubiert. Eine Differenzierung der vitalen 

und beschädigten Zellen war in diesem Experiment mittels Durchflusszytometer nicht 

möglich, da alle Zellen rot fluoreszierten. Das EMS schien die Zellwand der Bakterien 

angegriffen zu haben, da sämtliche Zellen durch das Propidiumiodid angefärbt wurden. 

 

3.3.1.2 Kontinuierliche gerichtete Evolution mit dem Mutatorplasmid pMut 

Durch die Verwendung des Mutatorplasmids pMut war es möglich eine Mutagenese ohne 

toxische Chemikalien wie MNNG durchzuführen. Das Mutatorplasmid pMut wurde 

zusammen mit pET28/BS2 in E. coli JM109 (DE3) kotransformiert. Die Esterase BS2 wurde 

anschließend bei 30°C über Nacht exprimiert. Das Minimalmedium mit den 

pseudoenantiomeren Selektionssubstraten wurde mit diesen Zellen inokuliert und über 

24 Stunden bei 30°C inkubiert. Die Konzentration der Selektionssubstrate wurde dabei 

zwischen 1-12,5 mM und die Induktorkonzentration zwischen 0-0,1 µM variiert. Die Zellen 

des Selektionsansatzes wurden mit Propidiumiodid und SYTO® 9 angefärbt und im 

Durchflusszytometer analysiert. Die aussortierten Mutanten wurden mittels Resorufin-, 

pNPA- und pNP-3-PB-Assay auf Enantioselektivität und Aktivität untersucht (Abb. 38). 

 
Abb. 38: Die Abbildung zeigt inaktive Klone nach Mutation der Esterase BS2 mit dem Mutatorplasmid 

pMut nach 5, 24 und 48 Stunden Inkubation mit den Pseudoenantiomeren, gemessen mittels pNPA 

Assay. Positivkontrolle: 1 mM (R,S)-2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat, Negativkontrolle: 4 mM 

(R,S)-2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat. 

 

In einem nichtselektiven Ansatz (Positivkontrolle mit (R,S)-2,3-Dihydroxypropyl-3-

phenylbutyrat) blieb die Anzahl inaktiver Klone relativ gering (25% nach 48 Stunden) und 

reicherte sich über die Zeit kaum an. In der Negativkontrolle mit beiden Enantiomeren des 
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negativen Selektionssubstrats nahm die Anzahl der nichtaktiven Klone zu (ca. 70% nach 48 

Stunden). Auch in den (R)- und (S)-selektiven Ansätzen reicherten sich die nichtaktiven Klone 

stark an. Im (R)-selektiven Ansatz (97% nach 48 Stunden) stärker als im (S)-Selektiven (78% 

nach 48 Stunden). Drei inaktive Klone wurden sequenziert, um die Mutationen zu 

bestätigen. Eine Mutante hatte eine Basensubstitution, welche zu einer 

Aminosäuresubstitution (Tyr zu Cys) führte. Eine weitere Mutante hatte einen Frameshift in 

einem adeninreichen Abschnitt, in dem ein weiteres Adenin inseriert wurde. Die letzte 

Mutante hatte einen veränderten Promotor. 

Im Anschluss wurden die Plasmide aus den aktiven, aussortierten Klonen vom vorherigen 

Experiment (Abb. 38) isoliert und in ein neues Aliquot von E. coli JM109 (DE3) Zellen 

transformiert. Die Esterasevarianten wurden über Nacht bei 30°C exprimiert. Nach 

Aufschluss der Zellen mittels Ultraschall wurde das Zelllysat in einer Biokatalyse verwendet, 

um die Aktivität und Enantioselektivität gegenüber 2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat 

mittels HPLC zu bestimmen. Es sollte untersucht werden, wie hoch die durchschnittliche 

Aktivität der Enzyme im Vergleich zum Wildtyp nach mehreren Tagen Inkubation im 

(R)- bzw. (S)-selektiven Ansatz war und ob eine Verbesserung der Enantioselektivität erreicht 

werden konnte (Abb. 39). 

 
Abb. 39: Die Abbildung zeigt den durchschnittlichen prozentualen Umsatz des 2,3-Dihydroxypropyl-3-

phenylbutyrates mehrerer Mutanten aus einem (R)- bzw. (S)-selektivem Ansatz nach 24 bis 108 

Stunden Inkubation mit den Pseudoenantiomeren im Vergleich zum Wildtyp. 

 

Die durchschnittliche Aktivität der Esterasen nahm durch die Akkumulation der Mutationen 

im Gen oder Promotorbereich nach vier Tagen Inkubation mit den pseudoenantiomeren 
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Substraten und dem Mutatorplasmid pMut stark ab. Nach 24 Stunden besaß der 

Durchschnitt der pNPA-aktiven Mutanten noch 50% der Aktivität des Wildtyps, nach 108 

Stunden Mutagenese weniger als 5% Restaktivität. Eine Messung der Enantioselektivität 

mittels HPLC zeigte, dass die Enantioselektivität durch die kontinuierliche gerichtete 

Evolution leider nicht verändert werden konnte. 

 

3.3.1.3 Weiterführende Experimente zur kontinuierlichen gerichteten Evolution mit der 

Esterase BS2 

Das Mutatorplasmid pMut wurde mit der Esterase BS2 in E. coli JM109 (DE3) 

kotransformiert. Nachdem die Esterase über Nacht exprimiert und die Zellen gewaschen 

wurden, wurde ein Teil der Zellsuspension zur Inokulierung eines (R)- bzw. (S)-selektiven 

Ansatzes mit den pseudoenantiomeren Substraten in Minimalmedium erstellt und über 28 

Tage bei 30°C inkubiert. Das Medium wurde dabei alle zwei Tage gewechselt, um der 

Autohydrolyse des Substrates entgegenzuwirken und einen Teil der Überreste von den 

abgestorbenen Bakterien durch Verdünnung des Selektionsmediums zu entfernen. Zudem 

konnte so die Substratkonzentration während des Versuches konstant gehalten werden. 

Nach jeweils 7 Tagen wurde ein Teil der Selektionskultur ausplattiert und aus den 

angewachsenen Klonen die Plasmide isoliert. Nach Transformation dieser Plasmide in ein 

neues Aliquot von E. coli JM109 (DE3) Zellen wurde das Enzym exprimiert und die Zellen 

aufgeschlossen, um eine Biokatalyse mit dem Zelllysat und 2,3-Dihydroxypropyl-3-

phenylbutyrat durchzuführen. Die Enantioselektivität und Aktivität der Enzymvarianten 

wurden mittels HPLC bestimmt. Im Laufe der Zeit reicherten sich inaktive Mutanten an. Eine 

enantioselektive Esterase konnte nicht erzeugt werden. 

In einem weiteren Experiment wurde der Selektionsansatz mit vorinduzierten E. coli JM109 

(DE3) Zellen und der Esterase BS2 ohne das 2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat durchgeführt. 

Dieses wurde erst nach 24 Stunden Inkubation mit 2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat 

zugegeben. Die Selektionsansätze wurden mit und ohne IPTG Zugabe und einer 

Konzentration des 2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat von 1 bis 4 mM durchgeführt. Nach 48 

Stunden Inkubation mit den Pseudoenantiomeren wurden die Zellen angefärbt und im 

Durchflusszytometer aussortiert. Die Plasmide der aussortierten Zellen wurden in ein neues 

Aliquot von E. coli JM109 (DE3) Zellen transformiert, um die Esterasevariante über Nacht bei 

30°C zu exprimieren. Mit dem Zelllysat wurde eine Biokatalyse mit 2,3-Dihydroxypropyl-3-
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phenylbutyrat durchgeführt und mittels HPLC analysiert. Es wurde keine Veränderung der 

Enantioselektivität bei den untersuchten Varianten festgestellt. Es konnte allerdings ein 

verbessertes Wachstum bei Ansätzen mit verzögerter Zugabe des negativen 

Pseudoenantiomers beobachtet werden. 

 

3.3.1.4 Anpassung an den evolutionären Druck 

Es konnte bereits gezeigt werden, dass sich Mutanten mit einer inaktiven (Abb. 38) oder 

einer schwach aktiven Enzymvariante (Abb. 39) in einem Experiment der kontinuierlichen 

gerichteten Evolution zur Verbesserung der Enantioselektivität von der Esterase BS2 

anreichern. Um zu überprüfen, wie die Bakterien mit dem Selektionsdruck durch die 

Pseudoenantiomere umgehen, wurde analysiert, wo die Mutationen lokalisiert sind. Es 

wurden 15 Klone sequenziert, die nach der Selektion mit den pseudoenantiomeren 

Selektionssubstraten und pMut (Kapitel 3.3.1.2) nach 24 Stunden keine Aktivität mehr 

aufwiesen. Zudem wurde die Expression der Varianten, die keine Mutation im Promotor 

oder in der Esterase aufwiesen, mittels einer SDS-Gelelektrophorese untersucht. Dazu 

wurden die Esterasevariante in E. coli JM109 (DE3) über Nacht bei 30°C exprimiert und die 

Zellen im Anschluss aufgeschlossen. Das bei 95°C denaturierte Zelllysat wurde in der 

Gelelektrophorese getrennt und nach der Esterase BS2 (ca. 30 kDa) untersucht. Die folgende 

Abbildung zeigt den Ort der Mutation, die voraussichtlich zur Veränderung der Aktivität, 

bzw. des Expressionsverhaltens geführt hat (Abb. 40). 

 

 
Abb. 40: Die Abbildung zeigt sequenzierte inaktive Klone mit Mutationen im Gen, Promotor bzw. 

T7-Expressionssystem. 
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Der größte Teil der Mutationen lag mit über 40% im T7-Expressionssystem. In diesem 

Beispiel wurde weder die T7-Polymerase noch die Esterase gebildet. Über 30% der 

Mutationen zur Inaktivierung bzw. Reduzierung der Aktivität waren im Gen selbst. Nur ein 

geringer Anteil von unter 20% aller Mutationen veränderte den Promotorbereich. Durch 

Mutationen in diesem Bereich wurde die Expression des Enzyms beeinflusst. 
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3.4 Promiskuität 

Nachdem untersucht wurde, ob Eigenschaften von Enzymen durch in vivo Evolution 

verbessert werden können, soll geklärt werden, ob eine neue Aktivität durch gerichtete 

Evolution oder rationalem Proteindesign erzeugt werden kann. Die Generierung einer neuen 

Aktivität in einem Enzym kann zu Biokatalysatoren mit einem erweiterten Substratspektrum 

oder einer veränderten Aktivität oder Enantioselektivität führen. Katalytische Promiskuität 

könnte eine Möglichkeit der Entwicklung neuer Enzymaktivitäten in der Natur darstellen. 

Eine Evolution im Labor könnte demnach zu Enzymen mit einer industriellen 

Anwendungsmöglichkeit führen. 

Da bereits in der Esterase PFE I eine Epoxidhydrolaseaktivität erzeugt werden konnte, wurde 

die PFE I als Ausgangsenzym verwendet, um eine Dehalogenaseaktivität zu erzeugen. 

Jochens et al.[108] haben die katalytische Triade und Aminosäuren für die Substratbindung 

von Dehalogenasen in die PFE I integriert. Es konnte allerdings keine Dehalogenaseaktivität 

mit diesen Varianten gemessen werden. In dieser Arbeit wurden in Zusammenarbeit mit Dr. 

Santosh Kumar Padhi weitere Experimente zur Generierung von Dehalogenaseaktivität in 

der Esterase PFE I sowie in der Epoxidhydrolase EchA durchgeführt. 

Ein Großteil der variablen Aminosäuren von α/β-Hydrolasefaltungsenzymen liegt in der Cap-

Domäne bzw. den katalytischen Loops. Aus diesem Grund wurde in dieser Arbeit die Cap-

Domäne (Variante: Domain) und alle katalytischen Loops (Variante: Loop) der Esterase PFE I 

mit denen der Dehalogenase DhlA ausgetauscht, um eine Dehalogenaseaktivität zu 

erzeugen. Eine weitere Variante wurde mit dem Computerprogramm 3DM erstellt (Variante: 

3DM). Über einen Vergleich von Dehalogenasen konnten Aminosäuren ausgewählt werden, 

die sich im Verlauf der Evolution an essentiellen Positionen (Aminosäuren der katalytischen 

Triade, der Substratbindung oder des Eingangstunnels, sowie hoch konservierte 

Aminosäuren) durchgesetzt haben, also konserviert in Dehalogenasen vorliegen. Diese 

Aminosäuren wurden in die Esterase PFE I an der gleichen räumlichen Position integriert. 

Des Weiteren sollte untersucht werden, wie viele Aminosäuren in der Dehalogenase DhlA 

durch Aminosäuren der PFE I ausgetauscht werden können, bevor die Dehalogenaseaktivität 

verloren geht (reverse engineering). Es wurde der C- (Variante: DhlA-C) und N-terminale 

(Variante: DhlA-N) Teil der DhlA durch die Äquivalenten Aminosäuren der EchA einzeln und 

in Kombination (Variante: DhlA-CN) ausgetauscht. Zudem wurden nach dem gleichen Prinzip 

alle Aminosäuren, die mindestens 20 Å vom katalytischen Aspartat entfernt sind 
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(Variante: DhlA-20) substituiert. Die PFE I Variante mit der besten Aktivität sollte im 

Anschluss mittels epPCR verbessert werden (Abb. 41). 

Neben der Generierung von Dehalogenaseaktivität in der Esterase PFE I sollte in der 

Epoxidhydrolase EchA ebenfalls eine Dehalogenaseaktivität erzeugt werden. Da beide 

Enzyme (Epoxidhydrolasen und Dehalogenasen des Typs I) die gleichen Aminosäuren in der 

katalytischen Triade besitzen, wurden in der EchA zuerst nur die Aminosäuren ausgetauscht, 

die für eine Substratbindung essentiell sind (W38N, Y152W, F108W, Y215W). Im Anschluss 

wurde die katalytische Triade der EchA so angepasst, dass sie der einer Dehalogenase des 

Typs II gleicht (D131E, D246N). Danach wurde eine epPCR mit der besten Variante 

durchgeführt, um sie weiter zu verbessern. Parallel wurden mit dem Computerprogramm 

3DM Dehalogenasen miteinander verglichen und Aminosäurepositionen ausgewählt, die für 

Dehalogenasen essentiell sind. Die Aminosäuren, die an einer Position am häufigsten in 

Dehalogenasen vorkommen – alle Aminosäuren, die mit einer Häufigkeit von mehr als 10% 

in den untersuchten Dehalogenasen auftreten – wurden in die Epoxidhydrolase EchA an der 

gleichen räumlichen Position integriert. Neben dem Austausch einer Position wurden 

mehrere Positionen simultan mutiert, um synergistische Effekte zu untersuchen (Abb. 41). 

 
Abb. 41: Die Abbildung zeigt eine Übersicht aller Strategien zur Erzeugung von Dehalogenaseaktivität 

in α/β-Hydrolasefaltungsenzymen. 
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3.4.1 Erzeugung einer Dehalogenaseaktivität in der Esterase PFE I 

Wegen der nahen Verwandtschaft der Esterasen und Dehalogenasen sollte aus der Esterase 

PFE I durch rationales Proteindesign eine Dehalogenaseaktivität erzeugt werden. Jochens et 

al. (2011)[108] und Martin Hesseler[122] haben bereits erfolglos versucht durch 

Aminosäuresubstitutionen, Sättigungsmutagenesen und gerichteter Evolution eine 

Dehalogenaseaktivität in PFE I zu erzeugen. Dabei wurde das katalytische Serin der PFE I 

durch Aspartat und Glutamat ausgetauscht. Eine Reihe weiterer Mutationen sollten die 

Halogenide im aktiven Zentrum stabilisieren (M95W, G119E, F143W bzw. F143N). 

In dieser Arbeit wurde der Austausch der Cap-Domäne (Domain) und der katalytischen Loops 

(Loop) mittels spliced by overlap extension-PCRs (SOE-PCR) durchgeführt (Abb. 42). 

 

Abb. 42: Die Abbildung zeigt die Loop (links) und Domain (rechts) Variante. Blau: PFE I, rot: DhlA 

    

Durch eine 3DM-Analyse wurde des Weiteren die Konsensussequenz des 3DM-core aller in 

der Datenbank enthaltenen Dehalogenasen ermittelt. Diese Konsensussequenz wurde 

mittels einem VAST-basiertem Sequenzvergleich mit der Aminosäuresequenz der PFE I 

verglichen, um die Positionen der Aminosäuren, die durch den Sequenzvergleich ausgewählt 

wurden, in der PFE I zu ermitteln (Abb. 43). Im Anschluss wurden die Aminosäuren, die am 

häufigsten in Dehalogenasen vorkommen in der korrespondierenden Position der PFE I-

Aminosäuresequenz integriert. Es wurde ein synthetisches Gen bestellt, da der Austausch 

von 56 Aminosäuren (I11M, Y12H, F13Y, K14V, W16E, S18P, G19S, K20P, F24L, S25L, Y47H, 

T49V, F52P, E87N, V88I, G92C, F93Q, S94D, G98L, D99I, V100G, A101L, Y103L, I104A, H107E, 

A110D, V112F, G114R, L117V, L118A, G119N, A120T, T214F, V216T, I217A, H218F, G221S, 

Q223P, E228P, T229G, T230G, G231M, K232R, V233P, A234L, A235Q, E236K, A241G, E242P, 

L243P, K244H, V245T, Y246I, K247A, P250G, G252F) mittels Mutagenese nicht möglich war 

(Abb. 13). 
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Abb. 43: Die Abbildung zeigt die 3DM Variante mit dem Aminosäurevergleich der PFE I und der 

Konsensussequenz des 3DM-core der verglichenen Dehalogenasen. Blau: PFE I, rot: Dehalogenase-

Konsensussequenz 

 

Zur Untersuchung, wie viele Aminosäuren in der Dehalogenase durch die 

Korrespondierenden der PFE I ersetzt werden können, ohne die Dehalogenaseaktivität zu 

verlieren, wurden die C- und N-terminalen Enden der Dehalogenase durch die 

komplementären Teile der PFE I ersetzt (DhlA-C, DhlA-N, DhlA-CN). Dieses Experiment sollte 

so lange durchgeführt werden, bis die Aktivität der Dehalogenase nicht mehr vorhanden ist. 

Alle Mutanten waren nicht oder nur schlecht löslich exprimierbar. Eine 

Expressionsoptimierung in anderen Stämmen, die Variation der Induktorkonzentration und 

eine Chaperon-Koexpression führte zu keiner Verbesserung der Löslichkeit. Neben den 

Stämmen Dh5α (DE3), Novablue (DE3) und BL21 (DE3), wurde das Enzym in JM109 (DE3) 

exprimiert. Die Chaperonkombinationen 1: dnaK-dnaJ-grpE-groES-groEL; 2: groES-groEL; 3: 

dnaK-dnaJ-grpE; 4: tig wurden in den Stamm BL21 (DE3) mit der unlöslichen 

Dehalogenasevariante DhlA-N kotransformiert (Abb. 44). 

 
Abb. 44: Linkes Gel: Lösliche Fraktion, rechtes Gel: unlösliche Fraktionen. (1) DhlA-WT DH5α (DE3), 

(2) DhlA-N JM109 (DE3), (3) DhlA-N BL21 (DE3), (4) DhlA-N Nova blue (DE3), (5) DhlA-N DH5α (DE3), 

(6) DhlA-N Chaperone 1 in BL21 (DE3), (7) DhlA-N Chaperone 2 in BL21 (DE3), (8) DhlA-N Chaperone 3 

in BL21 (DE3), (9) DhlA-N Chaperone 4 in BL21 (DE3). 
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Erst durch ein Umklonieren in das Plasmid pMal-c2x mit dem Löslichkeitstag MBP 

(Maltosebindeprotein) konnten die Enzymvarianten in ausreichenden Mengen löslich 

exprimiert werden. Alle untersuchten PFE I Varianten wurden in das Plasmid pMal-c2x 

kloniert und mit dem Löslichkeitstag exprimiert. 

Die PFE I Varianten wurden mit dem Löslichkeitstag MBP in E. coli BL21 (DE3) bei 30°C über 

Nacht exprimiert und nach dem Aufschluss mittels french press aufgereinigt. Die spezifischen 

Aktivitäten der Enzymvarianten wurden mittels GC-MS, ITC und Phenolrotassay bestimmt. 

Die Aktivitätswerte, die an Hand der Daten von den Messungen mittels GC-MS berechnet 

wurden, basieren auf dem Detektionslimit und geben die maximal mögliche Aktivität an 

(Tab. 5).  

 

Tab. 5: Übersicht der erzeugten PFE I Varianten zur Generierung einer Dehalogenaseaktivität. 
NB: Nicht bestimmt; GC-MS Aktivitäten basieren auf dem Detektionslimit der GC für 1-Butanol (0,35 
nmol). Es konnte kein Produkt nachgewiesen werden. PR-Assay: Phenolrotassay. 

Mutante Mutationen/Austausch DH-Aktivität 
(PR-Assay) 
[mU/mg] 

DH-Aktivität 
(GC-MS) 
[mU/mg] 

DH-Aktivität 
(ITC) 
[mU/mg] 

3DM PFE I: Aminosäuren aus einem 
3DM Alignment 

0,24 – 0,7 < 0,001 23: 0,03 

Loop PFE I: Austausch der 
katalytischen Loops 

0,24 – 0,7 < 0,001 0 

Domain PFE I: L118-V170 zu DhlA M147-
Y197 

0,26 – 0,9 < 0,001 23: 0,01 

DhlA-C DhlA F290-E308 zu PFE I G253-
S274 

0 < 0,001 NB 

DhlA-N DhlA M1-L53 zu PFE I S1-S25 0 < 0,001 NB 

DhlA-CN N- und C-terminale Enden der 
DhlA 

0 < 0,001 NB 

DhlA-20 Alle Aminosäuren, die 
mindestens 20 Å vom 
katalytischen Asp entfernt sind 

0 < 0,001 NB 

DW[108] PFE I S94D M95W NB < 0,001 NB 

DWN[108] PFE I S94D M95W F143N NB < 0,001 NB 

DWW[108] PFE I S94D M95W F143W NB < 0,001 NB 

DWWEW[108] PFE I S94D M95W G119E F143W NB < 0,001 NB 

DWEN[108] S94D M95W G119E F143N NB < 0,001 NB 

 

Insbesondere die 3DM- und Domain-Mutanten schienen eine geringe Aktivität aufzuweisen 

(siehe auch folgende Kapitel zur Aktivitätsbestimmung der Dehalogenaseaktivität). Es konnte 
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eine geringe Aktivität von bis zu 0,03 mU/mg mittels ITC bei der 3DM-Mutante 

nachgewiesen werden. 

  

3.4.1.1 Aktivitätstests der Varianten 

Obwohl die Esteraseaktivität durch den Austausch des Nukleophils (S94D) nicht mehr 

vorhanden sein sollte, wurde eine mögliche Restesteraseaktivität mittels pNPA-Assay 

untersucht. Die in E. coli BL21 (DE3) exprimierten und mittels french press aufgereinigten 

Enzymvarianten wurden zudem mit einer Vielzahl von Dehalogenasesubstraten (Kapitel 

3.2.1.3) mittels indikatorbasierten Phenolrot-Mikrotiterplattenassay getestet (Abb. 45). 

 

 
Abb. 45: Die Abbildung zeigt die Dehalogenaseaktivität der rationalen PFE I Varianten. Die Aktivität 

wurde mittels Phenolrotassay in Mikrotiterplatten und aufgereinigtem Protein gemessen. Die 

Meßwerte der Negativkontrolle HbHNL wurde von den Messwerten abgezogen. 

 

Es folgten Biokatalysen mit den aufgereinigten Enzymen in Kombination mit allen Substraten 

(1 bis 27), die auch schon im Phenolrotassay eingesetzt wurden. Eine Aktivität konnte bei 

keinem Substrat nachgewiesen werden. Lediglich das Chlormethylbenzol (17) wies eine 

Autohydrolyse auf. Die Nachweisgrenze des Detektors lag zwischen 0,3 und 0,5 µmol 

Produkt. Die Aktivität der Enzymvarianten gegenüber Substrat 23 und einem Substratmix (5, 

10, 13, 17, 19, 23 und 61) wurde im Anschluss mittels ITC untersucht. 280 µl des Substrates 

wurden kontinuierlich in die Messkammer mit einer Enzymlösung von 1 mg/ml injiziert. 
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Abb. 46: Die Abbildung zeigt die durch die ITC bestimmte spezifische Aktivität der PFE I Varianten 

gegenüber dem Substrat 23. 

 

Die 3DM Variante und die Mutante mit dem Cap-Domänenaustausch schienen eine geringe 

Aktivität zu haben. Durch die Messungen in der ITC konnte eine Aktivität der Varianten von 

bis zu 26 µU/mg berechnet werden. Die ITC misst Wärmeunterschiede, die durch einen 

Substratumsatz, aber auch durch eine Substratbindung an das Enzym, zustande kommen 

können. Einen Unterschied zwischen einem sehr geringem Umsatz und nur einer 

Substratbindung ist nicht möglich. Die Rohdaten der ITC sind beispielhaft im Anhang 

dargestellt (Abb. 54 Anhang). 

 

3.4.1.2 Weiterführende Untersuchungen mit den Varianten 

Die Ergebnisse der ITC und des Phenolrotassays sollten mit weiteren Experimenten gestützt 

werden. Neben diesen reinen Aktivitätsassays wurde mittels Tryptophanquenching die 

Bindung des Substrats an das Enzym untersucht. Hierbei wurde die Fluoreszenz des 

Tryptophans der DhlA bzw. der Mutante ermittelt. Bindet das Substrat an dieses Tryptophan 

kommt es zu einer Abschwächung des messbaren Signals. Zudem wurde mit 

Dockingexperimenten untersucht, ob die Substrate (Kapitel 3.2.1.3) vom aktiven Zentrum 

des Enzyms gebunden werden können. Nachdem Homologiemodelle der Mutanten mit 

YASARA erstellt wurden, wurden mit Dockingexperimenten untersucht, wie stark die 

Bindungsenergie der unterschiedlichen Substrate war und wie groß der Abstand des 

katalytischen Stickstoffatoms des Histidins zum Halogenid war. Der Quotient dieser Werte 

gab einen Aufschluss über die Wahrscheinlichkeit, dass ein Substrat sterisch in das aktive 

Zentrum passt. Abb. 47 zeigt beispielhaft die 3DM Variante, die bereits im ITC einen Hinweis 

DhlA PFE I Loop Domain 3DM

Spez. Akt. 17,3 0 0 0,012 0,026
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auf Aktivität gegeben hat. Zudem wurde mittels Phenolrotassay die relative Aktivität zum 

DhlA Wildtypenzym gemessen. 

 

 
Abb. 47: Die Abbildung zeigt eine Zusammenfassung der Dehalogenaseaktivität der 3DM Mutante. 

Schwarz: Berechneter Wert aus dem Dockingexperiment (Bindungsenergie E/Distanz des Trp vom 

Halogen D), Grau: Werte aus dem Tryptophanquenching (F0: Quenching ohne Substrat, F: Quenching 

mit Substrat), Kreis: relative Aktivitätswerte aus dem Phenolrotassay. 

 

Verglichen mit dem Wildtyp DhlA (Abb. 48) waren die Werte der 3DM-Variante geringer. Nur 

die Werte der Substrate 9 und 23 waren ähnlich mit denen des Wildtyps vergleichbar. 

 

 
Abb. 48: Die Abbildung zeigt eine Zusammenfassung der Dehalogenaseaktivität der DhlA. Schwarz: 

Berechneter Wert aus dem Dockingexperiment (Bindungsenergie E/Distanz des Trp vom Halogen D), 

Grau: Werte aus dem Tryptophanquenching (F0: Quenching ohne Substrat, F: Quenching mit 

Substrat). 
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Die Werte der Varianten mit dem Domain und Loop Austausch waren schlechter als die der 

3DM-Variante (Abb. 49, Abb. 50). 

  

 
Abb. 49: Die Abbildung zeigt eine Zusammenfassung der Dehalogenaseaktivität der PFE I/Loop 

Mutante. Schwarz: Berechneter Wert aus dem Dockingexperiment (Bindungsenergie E/Distanz des 

Trp vom Halogen D), Grau: Werte aus dem Tryptophanquenching (F0: Quenching ohne Substrat, F: 

Quenching mit Substrat), Kreis: relative Aktivitätswerte aus dem Phenolrotassay. 

 

 
Abb. 50: Die Abbildung zeigt eine Zusammenfassung der Dehalogenaseaktivität der PFE I/Domain 

Mutante. Grau: Werte aus dem Tryptophanquenching (F0: Quenching ohne Substrat, F: Quenching 

mit Substrat), Kreis: relative Aktivitätswerte aus dem Phenolrotassay. 

 

Zur Auswertung der Daten wurden sie mit dem Wildtypenzym DhlA verglichen. Der Wildtyp 

erreichte Werte im Tryptophanquenching zwischen 0,3 und 0,4. Nur die Loop Variante hatte 
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ähnlich hohe Werte. Die Dockingergebnisse des Wildtyps lagen zwischen 0,9 und 1. Die 3DM 

und Loop Varianten erreichten ähnliche Werte. Obwohl die 3DM Variante im Phenolrot-

Assay die besten Werte von den PFE I Varianten hatte, waren sie noch ca. 10-fach unter dem 

Wildtypenzym DhlA (Aktivität der 3DM Variante mit dem Substrat 23: 15% vom 

Wildtypenzym). 

 

3.4.1.3 Optimierung der rationalen Mutanten 

Da die 3DM-Mutante die höchste Dehalogenaseaktivität von 0,03 mU/mg hat und alle 

relevanten Aminosäuren besitzt, die für eine Dehalogenaseaktivität notwendig sind, wurde 

diese PFE I Variante für weiterführende Zufallsmutagenesemethoden verwendet. Es wurde 

eine epPCR Mutantenbibliothek ausgehend von der 3DM-Variante mit 3000 Genvarianten in 

E. coli TOP10 erstellt. Sequenzierungen von fünf isolierten Plasmiden bestätigten eine 

erfolgreiche Mutagenese mit einer durchschnittlichen Mutationsrate von ungefähr 4 

Mutationen pro Gen. Die Klone wurden in Mikrotiterplatten mittels Phenolrotassay und 

pNPA-Assay durchmustert, um neue Dehalogenaseaktivität, sowie Restesteraseaktivität zu 

detektieren. Die im Phenolrotassay aktiven Klone wurden im Anschluss kultiviert. Die 

Enzymvarianten wurden exprimiert und mittels Zellhomogenisator aufgeschlossen, um mit 

dem Zelllysat eine Biokatalyse mit einem Substratmix durchzuführen (Substrate 5, 10, 13, 17, 

19, 23 und 61). 

In einem weiteren Experiment wurden elf Klone mit unterschiedlichen Enzymvarianten in 

einer Kultivierung von 30 ml zusammen inkubiert und über Nacht bei 30°C exprimiert. Die 

Kultivierung wurde mittels Zellhomogenisator aufgeschlossen und das Zelllysat für eine 

Biokatalyse mit dem Substratmix (Substrate 5, 10, 13, 17, 19, 23 und 61) verwendet. Die 

Substrate und Produkte wurden aus der Biokatalyse extrahiert und mittels GC-MS analysiert. 

Mit dieser Methode wurden 1500 weitere Enzymvarianten durchmustert. Die GC-MS 

Analyse der Biokatalysen zeigte allerdings keine Produkte im Chromatogramm. 

  

3.4.2 Erzeugung einer Dehalogenaseaktivität in der Epoxidhydrolase EchA 

Nachdem die Generierung einer Dehalogenaseaktivität in der Esterase PFE I nicht zum Erfolg 

führte, wurde die Epoxidhydrolase EchA verwendet. Diese weist im Gegensatz zu den 

Esterasen ein nahezu identisches aktives Zentrum zur DhlA auf. Nur zwei Tryptophanreste 

zur Bindung des Halogenids fehlen. Neben einer rationalen Mutagenese, bei der für die 
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Dehalogenaseaktivität wichtige Aminosäuren eingebracht wurden, wurden eine epPCR und 

ein strukturbasiertes Design mittels 3DM durchgeführt. 

 

3.4.2.1 Erweiterung der Auswahl an Dehalogenasesubstraten 

Um ein geeignetes Substrat für die neue Dehalogenase zu ermitteln, wurden die Aktivitäten 

neuer Dehalogenasesubstrate mit den Dehalogenasen DhlA und DppA untersucht. An Hand 

der Aktivitäten können bisher kaum untersuchte Dehalogenasesubstrate mit in die 

Untersuchung zur Etablierung einer Dehalogenaseaktivität in einer Epoxidhydrolase 

aufgenommen werden (Tab. 6). 

 

Tab. 6: Spezifische Aktivitäten der Dehalogenasen und prozentualer Umsatz in einer Biokatalyse. 
NB: Nicht bestimmt. 

Substrate DppA DhlA 

GC-MS 

Umsatz [%/24 h] 

Phenolrot 

[mU*mg
-1

*min
-1

] 

GC-MS 

Umsatz [%/24 h] 

Phenolrot 

[mU*mg
-1

*min
-1

] 

67 0 124 NB 149 

69 0 105 0 52 

70 100 96 100 114 

74 100 117 100 68 

75 100 

(Autohydrolyse 23) 

97 100 

(Autohydrolyse 23) 

73 

77 96 202 0 308 

78 66 127 100 116 

79 56 120 0 161 

80 89 121 18 142 

82 100 NB 80 NB 

 

Alle Substrate waren, wie das von der EchA gut umzusetzende Styroloxid, aromatisch. 

Zudem wurde darauf geachtet, dass strukturelle Ähnlichkeiten gegenüber einem 

Epoxidhydrolasesubstrat oder -produkt vorhanden sind, um die Wahrscheinlichkeit zu 

steigern, dass das neue Dehalogenasesubstrat in dem aktiven Zentrum binden kann. Die 

Substrate wurden von der DhlA oder DppA vollständig innerhalb von 24 Stunden umgesetzt. 

Einige Substrate (68, 71, 72, 73, 76) zeigten zudem eine starke Autohydrolyse innerhalb von 

12 Stunden. Diese Substrate wurden nicht verwendet, da die generierte 

Dehalogenaseaktivität erwartungsgemäß gering war und eine Inkubation über 48 oder 72 

Stunden mit den Substraten erfolgen sollte. In dieser Zeit wären die Substrate vollständig 
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durch die Autohydrolyse zum Produkt konvertiert, so dass die Enzymaktivität nicht 

berechnet werden könnte. 

 

3.4.2.2 Generierung der Dehalogenaseaktivität durch rationales Design 

Ziel der rationalen Mutagenese war das Erzeugen einer Dehalogenaseaktivität durch den 

Austausch weniger ausgewählter Aminosäuren. Hier wurden vor allem die für die 

Substratbindung notwendigen Aminosäurereste Y152 und Y215 (Substratbindung der EchA), 

sowie F108, welches in einem VAST Alignment dem Tryptophan der DhlA entspricht, durch 

Tryptophanreste ausgetauscht. Silberstein et al. (2007) hatten die Bedeutung des E56 (DhlA) 

bzw. des N52 in DhaA zur Bindung der Substrate postuliert, weshalb diese Aminosäurereste 

in die Epoxidhydrolase EchA integriert wurden (W38N, W38E). Zur Eliminierung der 

Substratbindestellen der EchA  wurde die Aminosäure Y215 mit Valin substituiert. Zudem 

wurde ein vollständig konserviertes Glycin integriert (A109G), welches für die Orientierung 

des aktiven Zentrums und der Substratbinderegion zuständig sein könnte. Die Aminosäuren 

T54 (G40 EchA), S55 (F41 EchA) und S56 (W42 EchA) flankieren die wichtige Aminosäure N52 

(W38 EchA), welche für die Substratbindung in Dehalogenasen des Typs II essentiell ist und 

sind unter Dehalogenasen hoch konserviert. Aus diesen Informationen wurden zwei 

Enzymvarianten erstellt: EchA-W38N-F108W-A109G-Y152T-Y215V und EchA-W38N-G40T-

F41S-W42S-F108W-A109G-Y152T-Y215V. 

Zur Integration der katalytischen Triade von Haloalkandehalogenasen des Typs II wurden die 

Aminosäuren D131E (Nukleophil) und D246N (N246 korrespondiert mit E131 in 

Dehalogenasen des Typs II) in die Epoxidhydrolase EchA integriert. 

Die Dehalogenase- und Epoxidhydrolaseaktivitäten der Mutanten wurden mittels 

Mikrotiterplattenassays (Epoxidhydrolase- und Dehalogenasesubstratgemisch), sowie in 

einer Biokatalyse und anschließender GC-MS untersucht (alle vorhandenen Dehalogenase- 

und Epoxidhydrolasesubstrate, Kapitel 3.2.1.3 und 3.2.2.2). Die phenolrotpositiven Varianten 

wurden zudem mittels ITC untersucht (Tab. 7). 
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Tab. 7: Substratspektrum der rationalen EchA Epoxidhydrolasemutanten. NB: Nicht bestimmt, -: 
kein Umsatz, GC-MS Aktivitäten basieren auf dem Detektionslimit der GC für 1-Butanol (0,35 nmol). 
Es konnte kein Produkt nachgewiesen werden. 

EchA Mutante EH-Substrate 
mit Umsatz 
(GC-MS) 

DH-Substrate 
mit Umsatz 
(PR-Assay) 

DH-Aktivität 
(GC-MS) 
[mU/mg] 

DH-Aktivität 
für Substrat 23 
(ITC) [mU/mg] 

Wildtyp 

EchA-WT 17, 31, 33, 35,  
39, 43, 63, (64) 

- < 0,001 0 

DhlA-WT - 1, 2, 4, 5, 6, 8, 
9, 10, 23, 83 

>20 
(je nach Substrat) 

>17 
(je nach Substrat) 

Mutationen zur Bindung des Substrats 

F108W (43) - < 0,001 NB 

Y215W NB NB < 0,001 NB 

F108W-Y152W - - < 0,001 2 x 10-5 
F108W-Y215W NB NB < 0,001 NB 

Y152W-Y215W NB - < 0,001 NB 

F108W-Y152T 63 - < 0,001 NB 

W38E-F108W 63 - < 0,001 NB 

W38N-F108W 63 - < 0,001 0 

F108W-Y152W-Y215W NB - < 0,001 NB 

W38N-F108W-Y152T  63 - < 0,001 0 

W38E-F108W-Y152W - 2 < 0,001 0 

W38N-F108W-A109G-
Y152T-Y215V 

- - < 0,001 0 

W38N-G40T-F41S-
W42S-F108W-A109G-
Y152T-Y215V 

- - < 0,001 0 

Mutationen zur Optimierung der katalytischen Triade 

D131E - - < 0,001 0 

D131E-D246N - NB < 0,001 0 

D246S - - < 0,001 NB 

 

Das EchA-WT Enzym setzt keine Dehalogenasesubstrate um. Die Dehalogenase DhlA 

hydrolysiert demgegenüber keine Epoxidhydrolasesubstrate. Neben den Substraten aus 

Kapitel 3.2.1.3 wurde der Umsatz des Substratgemisches und der einzelnen Substrate 1, 2, 4, 

5, 6, 8, 9, 10, 23 und 83 untersucht. Das Styroloxid (63) weist eine Autohydrolyse auf und 

könnte zu Fehleinschätzungen hinsichtlich der Epoxidhydrolaseaktivität in einigen EchA-

Varianten führen. Die Variante mit den zwei integrierten Tryptophanresten (EchA F108W-

Y152W) zeigte in der ITC eine geringe Aktivität, bzw. es gab Hinweise auf eine mögliche 

Substratbindung. Diese Variante besitzt beide zur Substratbindung benötigten Aminosäuren 

an den gleichen räumlichen Positionen, wie sie in der DhlA vorkommen. Eine Bestätigung der 

Aktivität durch den Phenolrotassay oder der GC-MS war nicht erfolgreich. Die Mutante 
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W38E-F108W-Y152W zeigte im Phenolrotassay eine Aktivität mit Substrat 2. Diese konnte 

nicht durch weitere Messungen an der ITC oder GC-MS bestätigt werden. 

 

3.4.2.3 epPCR und Sättigungsmutagenesen von EchA-Varianten 

Mit der EchA-Variante F108W-Y152W, die in der ITC eine geringe Aktivität aufwies, wurde 

eine epPCR durchgeführt. 3000 Klone wurden in Mikrotiterplatten mittels Phenolrot- und 

Adrenalinassay nach Epoxid- und Dehalogenaseaktivität durchmustert (Epoxidhydrolase- 

und Dehalogenasesubstratgemisch). 

In einem weiteren Experiment wurden jeweils 11 Klone zusammen in einem 30-ml Kolben 

kultiviert und die Enzymvarianten über Nacht bei 30°C exprimiert. Nachdem die Zellen 

mittels Zellhomogenisator aufgeschlossen wurden, wurde mit dem Zelllysat und dem 

Substratgemisch eine Biokatalyse über 72 Stunden durchgeführt. Nach der Inkubation 

wurden die Substrate und Produkte extrahiert und in der GC-MS analysiert. Es wurden 

insgesamt 1500 Klone mit dieser Methode durchmustert. 

Zudem wurde eine simultane Sättigungsmutagenese an den Positionen W38 und Y152 mit 

NNK-Codons durchgeführt, um die idealen Aminosäuren für eine Substratbindung zu 

ermitteln. 

Es konnten keine verbesserten Enzymvarianten hinsichtlich der Dehalogenaseaktivität 

gefunden werden. 

 

3.4.2.4 Verwendung des Computerprogramms 3DM zur Generierung einer 

Dehalogenaseaktivität in der Epoxidhydrolase EchA 

In Zusammenarbeit mit Michael Fibinger[118] und Johannes von Saß[120] wurde ein 3DM-

Vergleich der Unterfamilie 2DHCA (enthält die Dehalogenase DhlA) und ein 

Aminosäurevergleich der Unterfamilie 1BN6A (enthält die Dehalogenase DhaA) 

durchgeführt. Im Anschluss wurde verglichen, welche Aminosäuren der Epoxidhydrolase 

EchA, der Dehalogenase DhlA und der beiden Unterfamilien strukturell vergleichbar sind. Es 

wurde angenommen, dass sich Aminosäuren, die einen Selektionsvorteil für eine 

Dehalogenaseaktivität an einer bestimmten Position besitzen, durch die Evolution in 

Dehalogenasen angereichert haben. Daraus lässt sich Schlussfolgern, dass Aminosäuren, die 

in einem Vergleich von mehreren Dehalogenasen am häufigsten an einer Position 



 Ergebnisse 71 

vorkommen am besten zur Generierung einer Dehalogenaseaktivität geeignet sind (survival 

of the fittest). 

Zuerst wurden Aminosäuren ausgewählt, die einen Einfluss auf den Substrateingang, die 

Halogenidbinderegion und den Wassereingang besitzen, sowie Aminosäuren, die in direktem 

Kontakt zum aktiven Zentrum stehen (Tab. 8). 

 

Tab. 8: Übersicht der Aminosäuren, welche eine wichtige Funktion in der Dehalogenase DhlA 
einnehmen. Nach Silberstein et al.[123] 

Bezeichnung Beschreibung Beteiligte Aminosäuren 

A Aktives Zentrum E56, D124, W125, F128, M152, F164, F172, W175, L179, 
F222, P223, V226, L262, L263, H289 

E Eingang zum aktiven 
Zentrum 

R193, W194, A195, P196, K259, D260, K261, L262, A287, 
G288, H289, F290 

Br2 Br--Bindestelle nahe 
des Eingangs 

W194, A195, P196, T197, K259, A287, G288, H289, F290, 
V291, E293, F294 

Br3 Br--Bindestelle D184, L185, R186, L187, Y206, A207, F210, P211, D212, 
T213, Q216 

SL Wassereingang F164, Q167, P168, D260, K261, L262, L263, G264, P265, 
D266, V267 

S1 Tasche 1 Y97, T98, F99, K221, M225, Q228, R229, D230 

S2 Tasche 2 T153, D154, P155, S162, V165, V226, A227, Q228, R229, 
I234 

 

Im nächsten Schritt wurde mit dem Strukturalignmentprogramm 3DM bestimmt, welche 

Aminosäuren an diesen wichtigen Positionen bei Dehalogenasen der Unterfamilien 1BN6A 

und 2DHCA mit einer Häufigkeit von über 10% vorkommen (Tab. 9). 
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Tab. 9: Vergleich der Aminosäuren mit katalytischer oder Substratbindefunktion aller 
Dehalogenasen der Gruppen 1BN6A und 2DHCA. 

EchA DhlA Funktion Aminosäureverteilung in Dehalogenasen 

H36 H54 Konservierte Aminosäure 

 

W38 E56 Substratbindung (DhaA) 

F66 F85 Substratbindung (EchA) 

D107 D124 Nukleophil 

F108 W125 Halogenidbindung (DhlA) 

I111 F128 Substratbindung (DhlA) 

F142 F164 Substratbindung (DhlA) 

V147 D170 
Eingangstunnel zum aktiven 
Zentrum (DhlA) 

E149 F172 Substratbindung (DhlA) 

Y152 W175 
Substratbindung (EchA und 
DhlA) 

Y214 F222 
Aufbau des aktiven Zentrums 
(DhlA) 

Y215 F223 Substratbindung (EchA) 

N218 V226 Substratbindung (DhlA) 

D246 D260 Katalytisches Aspartat 

V249 L262 
Eingangstunnel zum aktiven 
Zentrum (DhlA) 

H275 H289 Katalytisches Histidin 

 

Im Anschluss wurden Primer mit degenerierten Codons entworfen, die für genau die 

Aminosäuren kodieren, die mit einer Häufigkeit von über 10% in den Dehalogenasen der 

Gruppen 1BN6A und 2DHCA vorkommen. Zudem wurden die Aminosäuren, die in den 

Wildtypenzymen DhlA, DhaA und EchA vorkommen, in die Codons integriert. Es wurden 
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insgesamt zwölf Primer zur Mutagenese des Bereiches um das aktive Zentrum erstellt (W38, 

F66, F108, I111, F142, V147, E149, Y152, Y214, Y215, N218, D246, V249). Dabei wurden die 

Verteilungen aus Tab. 9 berücksichtigt. 16 weitere Primer zur Mutagenese der 

Substratbindung und des Eingangstunnels wurden nach dem gleichen Prinzip erstellt (Tab. 

10). Wegen der besseren Durchführbarkeit wurden in einem Primer zum Teil mehr als eine 

Aminosäure mutiert, wenn diese in direkter Nachbarschaft waren. Da es nicht möglich war, 

jede Aminosäurekombination exakt mit einem Codon abzudecken, kodieren die 

Basentripletts in einigen Fällen für zusätzliche unerwünschte Aminosäuren, die mit einer 

Häufigkeit von weniger als 10% in Dehalogenasen an dieser Position vorkommen. Um den 

Anteil an Aminosäuren zu verringern, die an der zu mutierenden Position nicht in 

Dehalogenasen vorkommen, wurden zum Teil zwei degenerierte Codons erstellt (einer auf 

dem forward-Primer, der andere auf dem reverse-Primer), von denen jeder eine bestimmte 

Anzahl an Aminosäuren abdeckte. Dadurch war es möglich die unerwünschten Aminosäuren 

zu reduzieren.[33] 

 

Tab. 10: Primer zur Mutagenese des Eingangstunnels bzw. der Substratbindung. Modifiziert nach 
von Saß.[120] 

Substituierte 
Aminosäure 

Integrierte Aminosäuren 
(unerwünschte Aminosäuren) 

Funktion in Dehalogenasen 

H182 
W183 

Gly, Arg 
Thr, Trp, Gly, (Ser, Ala, Arg) 

Eingangstunnel zum aktiven Zentrum 

S184 Ala, Val Eingangstunnel zum aktiven Zentrum 

G245 Ser, Arg, Lys, Gly, (Asn, Asp, Glu) Eingangstunnel zum aktiven Zentrum 

T263 Pro, Lys, (Thr, Gln) Eingangstunnel zum aktiven Zentrum 

C273 
G274 

Ala, Gly, Cys, (Ser) 
Gly, Ser, (Ala, Cys) 

Eingangstunnel zum aktiven Zentrum 

F276 Phe, Tyr Eingangstunnel zum aktiven Zentrum 

A161 
V162 

Asp, Val 
Ala, Leu, (Val, Pro) 

Substratbindung 

Y175 
F176 

Pro, Asp, Arg, (Ala, Gly, His) 
Val, Leu 

Substratbindung 

E188 Arg, Pro Substratbindung 

L189 Thr, Arg Substratbindung 

H199 
V200 

Tyr 
Asp, Ala 

Substratbindung 

C203-M204-K205 Phe-Pro-Asp Substratbindung 

P206 Gly, Lys, Thr, (Ala) Substratbindung 

I209 Lys, Gln Substratbindung 

L277 
V279 

Leu, Val 
Glu 

Substratbindung 

K281 Asp, Phe, (Tyr, Val) Substratbindung 
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In einer Reihe von Sättigungsmutagenesen wurden mit den insgesamt 28 Primern 

Bibliotheken erzeugt, die einerseits mit einem Primer durchgeführt wurden und andererseits 

mit jeder möglichen Kombinationen aus zwei Primern. Es wurden dabei nur die 

Primergruppen zur Mutagenese des aktiven Zentrums, zur Mutagenese des Eingangstunnels 

und zur Mutagenese der Substratbindung kombiniert und nicht alle miteinander. Zudem 

wurden in einer Abfolge von aufeinanderfolgenden Mutagenesen mehrere Primer 

miteinander kombiniert, um synergistische Effekte zu untersuchen. 

Die Mutantenbibliotheken wurden in E. coli TOP10 transformiert und anschließend mittels 

Phenolrot- und Adrenalinassay auf Dehalogenase- und Epoxidhydrolaseaktivität untersucht. 

Dabei wurde das Substratgemisch für Dehalogenasen (Substrate 5, 10, 13, 17, 19, 23 und 61) 

und für Epoxidhydrolasen (Substrate 31, 33, 35, 39, 41, 43, 63 und 64) verwendet. Varianten, 

die im Phenolrotassay positiv waren, wurden im Anschluss mittels GC-MS und ITC genauer 

untersucht. 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte eine EchA-Variante (3DM-F12: F108W, I111S, D246T, V249I) 

erstellt werden, welche in der ITC eine Aktivität von ca. 0,01 mU/mg gegenüber 

1,2-Dibromethan aufweist. 

 

3.4.3 Kontinuierliche gerichtete Evolution zur Generierung von Dehalogenaseaktivität 

Nachdem die Erzeugung einer Dehalogenaseaktivität in den Enzymen EchA und PFE I zu 

keinen Enzymen mit einer hohen Dehalogenaseaktivität führten, soll in diesem Experiment 

durch eine kontinuierliche gerichtete Evolution das Ziel erreicht werden. Zum Einsatz kam 

der Assay zur Selektion von dehalogenaseaktiven Varianten (Kapitel 3.2.3.2) in Kombination 

mit dem Mutatorplasmid pMut (Kapitel 3.1.1.1). Es wurden insgesamt zwei Experimente 

durchgeführt. Im Ersten wurde die Epoxidhydrolasevariante EchA-F108W-Y152W, die eine 

Aktivität von ca. 2 x 10-5 mU/mg im ITC hatte, eingesetzt. Im Zweiten wurden mehrere 

Enzymvarianten (EchA, PFE I und epPCR der beiden Varianten) eingesetzt, um eine 

Dehalogenaseaktivität zu erzeugen. 

Die Epoxidhydrolasevariante EchA-F108W-Y152W wurde mit dem Mutatorplasmid pMut in 

BL21 (DE3) kotransformiert. Die Zellen wurden mit dem entwickelten Toxizitätsassay 

(Kapitel 3.2.3.2) über 120 Stunden selektiert. Innerhalb von 48 Stunden starben nahezu alle 

Zellen während der Selektion ab. Eine Anreicherung von EchA-Varianten mit 

Dehalogenaseaktivität konnte nicht erreicht werden. 
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In dem zweiten Experiment wurden die Plasmide der Enzymvarianten PFEI-3DM, PFEI-Loop, 

PFEI-Domain, EchA-F108W-Y152W, EchA-Y152W-Y215W, EchA-W38N-F108W-Y152T, EchA-

G40T-F41S-W42S-A109G-Y215V, sowie EchA- und PFE I-Varianten, die mittels epPCR mutiert 

wurden gemischt. Dieses Plasmidgemisch wurde in BL21 (DE3) Zellen mit dem 

Mutatorplasmid pMut kotransformiert. Die Transformanden wurden im Anschluss über 

96 Stunden selektiert (Abb. 51). 

 

 
Abb. 51: Die Abbildung zeigt den Wachstumsverlauf der kontinuierlichen gerichteten Evolution zur 

Generierung einer Dehalogenaseaktivität in der Epoxidhydrolase EchA bzw. der Esterase PFE I mit 

dem Mutatorplasmid pMut und dem Selektionssubstrat 3-Chlor-1,2-propandiol. Zur Steigerung der 

Mutageneserate wurde IPTG zugegeben. 

  

Nach 48 bis 72 Stunden waren keine Zellen mehr auf den Agarplatten nachzuweisen. Eine 

Dehalogenaseaktivität konnte in den Mutanten nach 24 bzw. 48 Stunden nicht detektiert 

werden. 
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4. Diskussion 

In dieser Arbeit wurden alle Methoden, die zur Durchführung einer kontinuierlichen 

gerichteten Evolution erforderlich sind, etabliert. Nach einem Vergleich von in vivo 

Mutagenesemethoden wurde ein Assay entwickelt, der aktive Dehalogenasevarianten über 

die Hydrolyse des toxischen Substrats 3-Chlor-1,2-propandiol selektieren kann. Darüber 

hinaus wurde ein Assay entwickelt, der enantioselektive Esterasen über zwei 

pseudoenantiomere Substrate – 3-Phenylbuttersäure verestert mit dem toxische 

2,3-Dibrompropanol bzw. mit dem Wachstumssubstrat Glycerol – selektiert. Es wurden 

Experimente zur Durchführung einer kontinuierlichen gerichteten Evolution zur Veränderung 

der Enantioselektivität von Esterasen, sowie zur Generierung einer Dehalogenaseaktivität in 

α/β-Hydrolasefaltungsenzymen mit dem Mutatorplasmid pMut durchgeführt. 

Außerdem wurde in dieser Arbeit Dehalogenaseaktivität in den α/β-Hydrolase-

faltungsenzymen PFE I und EchA durch rationales Proteindesign und gerichtete Evolution 

erzeugt. Dazu wurden vor allem Aminosäuren, die für eine Substratbindung essentiell sind 

und Aminosäuren der katalytischen Pentade angepasst. Zudem wurden durch den Austausch 

der Cap-Domäne und der katalytischen Loops Aminosäureketten der Dehalogenase DhlA in 

die Esterase PFE I integriert. Mit dem Computerprogramm 3DM wurden Dehalogenasen 

verglichen, um mit der Konsensussequenz des 3DM-core eine PFE I Variante zu erzeugen, die 

konservierte Aminosäuren der Dehalogenasen integriert hat. Zudem wurden mit dem 

Computerprogramm 3DM Aminosäuren, die in Dehalogenasen für die Substratbindung, die 

Katalyse oder für den Substrattransport essentiell sind, ermittelt. Aminosäuren, die mit einer 

Häufigkeit von über 10% an diesen Positionen vorkommen, wurden in die Epoxidhydrolase 

EchA integriert. 

 

 

4.1 Vergleich der Mutagenesemethoden im Hinblick auf die Anwendbarkeit in einer 

kontinuierlichen gerichteten Evolution 

Für die kontinuierliche gerichtete Evolution wurde eine Mutagenesemethode benötigt, 

welche eine ausreichend hohe Mutationsrate mit gleichzeitig geringer Toxizität aufwies. Die 

UV-Mutagenese war nicht geeignet, da die Inkubationszeit zu gering war. Für die 

kontinuierliche gerichtete Evolution musste gewährleistet sein, dass die Zellen Zeit zur 
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Veränderung während eines einstellbaren Selektionsdruckes hatten. Fünf Minuten 

Exposition mit UV-Licht waren nicht ausreichend, um die Zellen kontinuierlich zu mutieren. 

Im Gegensatz dazu waren die hier untersuchten chemischen Mutagenesemethoden besser 

geeignet, da die Zellen auch nach 24 Stunden noch anwuchsen. Da die kontinuierliche 

gerichtete Evolution in Kombination mit dem Hochdurchsatz-Assays zur Selektion von 

enantioselektiven Esterasen den Einsatz von toxischen Substraten und Produkten erfordert, 

kam es zu einer Anreicherung von toxischen Substanzen. Im Falle einer chemischen 

Mutagenese führte die Kombination aus dem Produkt des Pseudoenantiomers mit dem 

Mutagen MNNG zu einer hohen Toxizität während der Selektion. Die Zellen wuchsen nach 

Aussortieren mittels Durchflusszytometer nur an, wenn die MNNG Konzentration auf unter 

20 mg/µl gesenkt wurde. Eine Mutation war bei dieser Konzentration aber nicht mehr 

möglich. Dies bestätigt auch Miller,[25] der eine MNNG Konzentration von 50 mg/µl bei 

Prokaryoten vorschlägt. EMS eignete sich nur bedingt als Alternative. Obwohl mit diesem 

Mutagen eine simultane Mutagenese mit zeitgleichem Einsatz der toxischen 

Selektionssubstrate ein Wachstum ermöglichte, schädigte das EMS die Zellwand der 

Bakterien so stark, dass alle Bakterien von Propidiumiodid angefärbt wurden und ein 

Aussortieren der enantioselektiven Zellen mittels Durchflusszytometer nicht mehr möglich 

war. 

Das Mutatorplasmid pEP hatte eine zu geringe relative Mutationsrate von unter 4% (Abb. 

17). Das Gen wurde wahrscheinlich zu weit vom ColE1 Replikationsursprung positioniert. 

Zwischen dem Ende des Replikationsursprungs und dem Start-Codon des Gens lagen über 

400 Basenpaare. Die Polymerase I wird im Durchschnitt nach 400 bis 500 Basenpaaren durch 

die genauere Polymerase III ersetzt, so dass die Wahrscheinlichkeit von Mutationen sinkt, je 

weiter das Gen vom Replikationsursprung entfernt ist. Dennoch sollten auch Mutationen bis 

750 bp nach dem Replikationsursprung möglich sein.[28] Außerdem ist es möglich, dass die 

fehlerhafte Polymerase I auch Mutationen im Genom des Organismus eingeführt hat, da sie 

unter anderem die Nukleotide zwischen den Okazaki-Fragmenten synthetisiert.[124] Diese 

könnten zu einer Veränderung des Expressionsverhaltens oder zu einem Funktionsverlust 

führen. 

Das Mutatorplasmid pMut zeigte eine gute Mutageneserate (20%) innerhalb von 

24 Stunden. Dieses war demnach sehr gut für eine kontinuierliche gerichtete Evolution 

geeignet. Ein Problem dieser Mutagenesemethode war, dass das Genom ebenfalls mutiert 
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wurde. Da die fehlerhafte ε-Untereinheit der Polymerase hinter einem IPTG-induzierbaren 

Lac-Operon kloniert wurde, war eine Steigerung der Mutationsrate auf bis zu 50% durch 

Zugabe von 0,1 µM IPTG regelbar (Abb. 16). Zu beachten war, dass die T7-Polymerase im 

Genom bevorzugt mutierte,[125] wodurch ein Großteil der Enzymvarianten, die im pNPA-

Assay keine Aktivität aufzeigten, auf Grund der Inaktivierung dieser T7-Polymerase nicht 

mehr exprimiert wurden. Das spiegelte sich auch in der Mutagenese wieder. Nach 

24 Stunden lag die Mutageneserate um 30%, während sie im Anschluss abnahm. Durch die 

Neutransformation des Mutageneseansatzes in frische Bakterienzellen wurden Mutationen 

in der T7-Polymerase und dessen Promotor umgangen. Aus diesem Grund sank die 

Mutationsrate scheinbar innerhalb von 48 Stunden auf ca. 20%, da die angereicherten 

Mutationen im T7-Expressionssystem nicht erfasst wurden (Abb. 16). 

 

 

4.2 Assayentwicklung 

In dieser Arbeit wurde auf eine Vielzahl von Assaysystemen zurückgegriffen. Die 

Assaysysteme zur Durchmusterung von Esteraseaktivität wurden bereits vielfach erfolgreich 

angewendet[61] und wurden aus diesem Grund nicht weiter optimiert. 

Der Adrenalinassay zum Identifizieren von Epoxidhydrolaseaktivität erkannte 95% der 

Enzymvarianten korrekt, wenn er im Ganzzellsystem angewendet wurde (Abb. 26). Von 

entscheidender Wichtigkeit war hier die Inkubationszeit des Natriumperiodats. Längere 

Inkubationszeiten als eine Minute führten zu mindestens 50% falschpositiven Ergebnissen, 

da das Natriumperiodat in dieser Zeit Zellbestandteile und alternative Substrate, wie 

Glycerol oder Glukose oxidieren konnte.[117] 

Der Phenolrotassay eignete sich gut zur Durchmusterung von Dehalogenasebibliotheken mit 

einer Größe von mehreren tausend Klonen. Stark aktive Varianten wurden mit einer 

Wahrscheinlichkeit von 98% identifiziert (Abb. 22). Die Anwendbarkeit auf schwach aktive 

Varianten konnte nicht verifiziert werden. Dennoch ist der pH-Assay vermutlich sehr sensitiv, 

da ein niedrigmolarer Puffer verwendet wurde. Der Phenolrotassay wurde in ähnlicher 

Ausführung in einer Reihe von Arbeiten zur Durchmusterung von Dehalogenasebibliotheken 

verwendet.[116, 126] Dem entgegen stehen chromatographische Methoden in Verbindung mit 

Massenspektrometrie. Diese instrumentelle Analytik ist sehr genau und sollte immer zur 

Bestätigung der Ergebnisse aus den pH-Assays verwendet werden. Chromatographische 
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Verfahren wurden verwendet, um kleine Dehalogenasebibliotheken zu durchmustern.[33] Die 

Verwendung der isothermalen Titrationskalorimetrie ermöglichte es, bereits einen sehr 

geringen Substratumsatz zu detektieren. Es konnte allerdings nicht zwischen einer sehr 

geringen Aktivität und einer Substratbindung unterschieden werden, da letzteres auch 

mittels ITC bestimmt wird. Der hohen Sensitivität dieser Methode steht zudem der geringe 

Durchsatz gegenüber. Dennoch wurde die ITC bereits verwendet, um unter anderem die 

Aktivität von D-Hydantoinasen zu bestimmen.[37] 

Zur Durchmusterung von sehr großen Bibliotheken stand bis dato keine geeignete Methode 

zur Verfügung. Dennoch wurde bereits vorgeschlagen, Halogenide zur Selektion von aktiven 

Dehalogenasen zu verwenden. Haloacetatdehalogenasen wurden als Selektionsmarker in 

einem Plasmid von Kawasaki et al.[127] verwendet, um auf Antibiotikaresistenzen zu 

verzichten. Pries et al.[128] haben zudem 1-Chlorhexan eingesetzt, um aktive 

Dehalogenasevarianten zu selektieren. Allerdings wurde die Selektion in beiden Arbeiten 

nicht in einer flüssigen Kultur, sondern auf Agarplatten durchgeführt, was den Durchsatz 

stark verringerte. Darüber hinaus ist eine kontinuierliche gerichtete Evolution auf 

Agarplatten nicht möglich. Mit dem in dieser Arbeit entwickelten Selektionsassay unter 

Verwendung des toxischen Substrates 3-Chlorpropan-1,2-diol stand ein Assay zur Verfügung, 

der in der Lage war aktive Dehalogenasevarianten aus einer Vielzahl von Inaktiven in 

Flüssigkultur zu selektieren. Innerhalb von 48 Stunden konnten die aktiven Varianten stark 

angereichert werden (Abb. 34). Der Assay könnte demnach gut zur Durchmusterung von 

epPCR Ansätzen oder Metagenombibliotheken verwendet werden. Zudem eignet er sich für 

eine kontinuierliche gerichtete Evolution. 

Die mittels GFP-Sensorplasmid unterstützten Assays zur Durchmusterung von großen 

Bibliotheken mit Dehalogenaseaktivität erfordern weitere Arbeitsschritte. GFP ist ein Sensor, 

der auch in anderen Arbeiten zur Selektion von Enzymen verwendet wurde.[129] Obwohl das 

GFP detektiert werden konnte, war es im Falle des E. coli basierten glpFK Promotors durch 

die konstitutive Expression des GFP’s nicht möglich ein positives von einem negativen Signal 

zu unterscheiden. Eine Anpassung des Promotors durch eine epPCR könnte die 

Basisexpression reduzieren, was bisher allerdings nicht erreicht werden konnte. Der 

Promotor von B. subtilis besaß zwar im Gegensatz zum glpFK Promotor keine 

Basalexpression, hatte aber eine zu geringe Gesamtexpression durch den Induktor Glycerol. 

Es wären mindestens 10 mM Glycerol nötig, um eine Expression des GFP’s zu induzieren. In 
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den Biokatalysen wurden bis jetzt nur 4 mM Substrat eingesetzt. Der Organismus müsste 

demnach in der Lage sein mehr Substrat umzusetzen. Auch hier wäre eine Mutagenese des 

Promotors möglich, um die Gesamtexpression des GFP zu erhöhen.[120] In Kombination mit 

fluoreszierenden Farbstoffen, wie dem YFP oder CFP und Promotoren, die Esterase- oder 

Epoxidhydrolaseprodukte detektieren, wäre es möglich ein Multisensorplasmid zu 

entwerfen. Anhand der Fluoreszenz könnte die Aktivität eines Enzyms bestimmt werden. 

Auch die Durchmusterung einer rekombinanten Bibliothek (PFE I, EchA und DhaA) oder einer 

Metagenombibliothek wäre somit schnell möglich. 

 

 

4.3 Kontinuierliche gerichtete Evolution 

Die kontinuierliche gerichtete Evolution simuliert einen natürlichen Selektionsdruck und 

beschleunigt die Evolution durch die simultane Mutagenese. Im Folgenden werden die zwei 

Strategien zur kontinuierlichen gerichteten Evolution mit Esterasen zur Verbesserung der 

Enantioselektivität und mit Epoxidhydrolasen zur Generierung von Dehalogenaseaktivität 

diskutiert. 

 

4.3.1 Anwendung auf Esterasen zur Verbesserung der Enantioselektivität 

Der durch das Durchflusszytometer unterstützte Enantioselektivitätsassay für Esterasen 

eignete sich in Kombination mit dem Mutatorplasmid pMut für eine kontinuierliche 

gerichtete Evolution. Zu beachten war, dass durch die Hydrolyse der pseudoenantiomeren 

Substrate während der kontinuierlichen gerichteten Evolution durch saure Zellbestandteile 

die Dauer des Experiments auf 24 Stunden begrenzt war. Die sauren Zellbestandteile führten 

zur Autohydrolyse des 2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrats zum 2,3-Dibrompropanol. Um zu 

verhindern, dass alle Zellen dem negativen Einfluss des 2,3-Dibrompropanols ausgesetzt 

wurden, sollte die kontinuierliche gerichtete Evolution entweder innerhalb von 24 Stunden 

beendet sein, oder die Zellen sollten gewaschen und in neues Medium überführt werden. 

Letzteres hatte den Vorteil, dass die Gesamtzeit des Versuches verlängert werden konnte. 

Es gibt nur wenige Beispiele für eine kontinuierliche gerichtete Evolution. Esvelt et al.[130] 

haben eine Methode etabliert, die es ermöglicht, dass eine T7-RNA-Polymerase einen 

T3-Promotor erkennt. Wie in dieser Arbeit wurde ein Mutatorplasmid verwendet. Zudem 

wurde die Evolution in mehreren Schritten durchgeführt, die einen immer größeren 
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Selektionsdruck aufbauten. Das essentielle Gen wurde zuerst hinter einen T3/T7-

Hybridpromotor kloniert, mit dem eine kontinuierliche gerichtete Evolution durchgeführt 

wurde. Nach wenigen Tagen wurde der Selektionsdruck erhöht, indem der Hybridpromotor 

mit einem T3-Promotor ausgetauscht wurde. Zum Schluss wurde ein schwacher T3-

Promotor eingesetzt, um den neu erzeugten Promotor zu verbessern. Die Strategie den 

evolutionären Druck während der Selektion zu erhöhen wurde auch in dieser Arbeit 

durchgeführt. Die zu mutierende Esterase wurde in einem Experiment zuerst mit dem 

positiven Pseudoenantiomer 2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat kultiviert (Kapitel 

3.3.1.3). Erst nach mehreren Stunden wurde das negative Pseudoenantiomer 

2,3-Dibrompropyl-3-phenylbutyrat zugegeben. Außerdem wurde die Konzentration des 

negativen Pseudoenantiomers kontinuierlich während der in vivo Evolution gesteigert, um 

den Selektionsdruck zu erhöhen. Weitere Parallelen zwischen den beiden Konzepten zur 

kontinuierlichen gerichteten Evolution liegen im Ausverdünnen der negativen Varianten. 

Während Esvelt et al. die Zellen kontinuierlich verdünnt haben, um so die wenig vertretenen 

„schlechten“ Promotoren auszusortieren, wurden in dieser Arbeit die „positiven“ Zellen 

durch das Durchflusszytometer aussortiert und anschließend in neuem Selektionsmedium 

weiterkultiviert. Dennoch konnten in dieser Arbeit keine Esterasen mit einer verbesserten 

Enantioselektivität erzeugt werden. Das könnte daran liegen, dass die Bakterien eine 

alternative Lösung gefunden haben, dem Selektionsdruck auszuweichen. Dazu besitzen die 

Bakterien mehrere Möglichkeiten, die im Folgenden erläutert werden. Die hier avisierte 

elegante Lösung eine selektivere Esterase zu bilden, um einerseits das Wachstumssubstrat 

Glycerol freizusetzen und andererseits das toxische Substrat nicht zu hydrolysieren, sollte 

der größte Selektionsvorteil für eine Zelle sein. Allerdings konnten keine enantioselektiveren 

Esterasen nachgewiesen werden. Eine Inaktivierung der Esterase schien bereits zu einem 

beträchtlichen Selektionsvorteil zu führen, da das Toxin nicht mehr freigesetzt werden 

konnte. Dieses Prinzip weist Parallelen mit „Ohno’s Dilemma“ auf, welches postuliert, dass 

ein neutrales Gen durch Mutationen verloren geht.[131] Es ist wichtig, dass sich die Esterase 

stark verändert, um eine neue selektierbare Funktion aufzuweisen. Die nichtenantioselektive 

Esterase war für den Organismus ein Gen ohne direkten Vorteil. Da die unselektive Esterase 

zudem in der Lage war das toxische Substrat zu hydrolysieren, war sie für den Organismus 

unter Umständen sogar ein Enzym mit negativer Wirkung auf das Überleben der Zelle. Erst 

durch Mutationen könnte aus diesem Enzym eine enantioselektive Esterase mit einem 
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starken evolutionären Vorteil werden. Dies könnte erklären, warum es zum Funktionsverlust 

der Esterase kommt, wenn die kontinuierliche gerichtete Evolution zu viel Zeit benötigt. Die 

Inaktivierung der Esterase kam durch Punktmutationen und Frameshifts im Gen, die die 

Aktivität negativ beeinflusst haben, zustande. Ein weiterer Grund, der für einen 

Selektionsvorteil von inaktiven Esterasevarianten spricht, sind potentielle C-Quellen, welche 

von anderen lysierten Bakterien im Medium vorhanden waren. Diese alternativen C-Quellen 

ermöglichten den Zellen ein Überleben, ohne dass das 2,3-Dihydroxypropyl-3-phenylbutyrat 

zum Wachstumssubstrat hydrolysiert wurde. Zellen mit Mutationen in der T7-Polymerase 

hatten einen größeren evolutionären Vorteil, da sie weder das Toxin spalten konnten, noch 

die Esterase exprimieren mussten (Abb. 40). Eine weitere Möglichkeit mit dem steigenden 

Druck umzugehen, waren Mutationen im Gen, welche die Aktivität der Esterase verringern. 

Zellen, die 108 Stunden mit den Selektionssubstraten inkubiert wurden, hatten eine 

geringere Durchschnittsaktivität, als Zellen, die kürzer mit den Pseudoenantiomeren 

kultiviert wurden. So sank der Durchschnitt der Aktivität aller aktiven Esterasen im Vergleich 

zum Wildtyp von 30-50% auf 3-20%, je nach (R)- oder (S)-selektivem Ansatz (Abb. 39). Neben 

Mutationen, die die Aktivität des Enzyms betrafen, könnte auch das Mutatorplasmid mutiert 

sein. In diesem Fall könnten sich keine Mutationen akkumulieren. Es ist möglich, dass sich 

das Mutatorplasmid während der Mutagenese verändert hat, nachdem der T7-Promotor 

mutiert war. Zellen mit einer mutierten Polymerase und einem inaktiven Mutatorplasmid 

besaßen den größten evolutionären Vorteil, da sie weder das Enzym produzierten, noch dem 

Druck ausgesetzt waren, der durch das Mutatorplasmid und dessen defekter Polymerase 

entstand. Das erklärt, warum kaum Mutationen im Esterasegen vorhanden waren, wenn die 

T7-Polymerase mutiert war. 

Aus den Ergebnissen lässt sich schließen, dass die Verwendung eines T7-Expressionssystems 

für eine kontinuierliche gerichtete Evolution nicht optimal war, da sich inaktive Varianten 

durch Mutationen in der T7-Polymeraseexpression schnell anreichern konnten. 

 

4.3.2 Generierung von Dehalogenaseaktivität 

Neben der Generierung einer enantioselektiven Esterase wurde die kontinuierliche 

gerichtete Evolution in dieser Arbeit zur Erzeugung einer Dehalogenaseaktivität in der 

Epoxidhydrolase EchA verwendet. Der evolutionäre Druck war in diesem Beispiel der 

kontinuierlichen gerichteten Evolution im Vergleich zu den Experimenten zur Erzeugung 
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enantioselektiver Esterasen noch höher. Während durch die Anwendung der beiden 

pseudoenantiomeren Substrate zur Verbesserung der Enantioselektivität eine aktive 

Esterase das Toxin und das Wachstumssubstrat freisetzen konnte, war es in diesem Beispiel 

nicht möglich, das Wachstumssubstrat durch das Ursprungsenzym freizusetzen. Die 

Epoxidhydrolase konnte dem Druck in diesem Falle auch nicht ausweichen, indem ein 

inaktives Enzym durch Mutationen entstand, da das Toxin bereits vor der Spaltung des 

Substrates vorhanden war. Aus diesem Grund sind die Zellen während der Selektion 

innerhalb von 72 Stunden nahezu abgestorben. Dass auch in diesem Beispiel Varianten, die 

ein verkürztes Gen exprimierten, einen Selektionsvorteil besaßen, wird aus Abb. 34 

ersichtlich. In dem Experiment, in dem eine inaktive Dehalogenasevariante durch eine 

Sättigungsmutagenese mittels NNK-Codon revertiert werden sollte, kam es zu einer 

Anreicherung von Varianten mit Frameshift und daraus resultierendem Stop-Codon von bis 

zu 50% nach 72 Stunden. Der Wildtyp war im Gegensatz zu Varianten mit Stop-Codon in 

dieser Bibliothek wahrscheinlich unterrepräsentiert und konnte sich nicht so gut 

durchsetzen. 

 

 

4.4 Promiskuität 

Die Erzeugung neuer Aktivität in bereits vorhandenen Enzymen konnte bisher nur von 

wenigen Arbeitsgruppen erfolgreich durchgeführt werden. Die Esterase PFE I war in der 

Vergangenheit des Öfteren Ziel zur Erzeugung von promiskuitiver Aktivität. Neben der 

Generierung einer Epoxidhydrolaseaktivität[106] sollte auch eine Hydroxynitril-

lyaseaktivität[107] in diese Esterase integriert werden. Die Hydroxynitrillyaseaktivität konnte 

nicht in der PFE I erzeugt werden, aber in der pflanzlichen Esterase SABP2 mit nur zwei 

Aminosäuresubstitutionen (G12T-M239K). 

Die Steigerung der promiskuitiven Aktivität oder die Einführung einer neuen Eigenschaft hat 

oft zur Folge, dass die ursprüngliche Aktivität verloren geht oder zumindest stark abnimmt. 

Der Verlust der Aktivität hängt oft damit zusammen, dass sich essentielle Aminosäuren für 

die Katalyse oder Substratbindung für zwei Enzymmechanismen unterscheiden und durch 

einen Austausch dieser auch die ursprüngliche Aktivität verringert wird, was auch in den 

folgenden Beispielen verdeutlicht wird. Im Folgenden wird die Erzeugung von 
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Dehalogenaseaktivität in der Esterase PFE I und der Epoxidhydrolase EchA diskutiert. Abb. 52 

zeigt eine Übersicht der erstellten Varianten und deren Ursprungs- und Zielaktivität. 

 

 

 
Abb. 52: Die Abbildung zeigt eine Übersicht der erzeugten Varianten zur Generierung von 

Dehalogenaseaktivität, sowie die Aktivitäten der Varianten. Links (blau): Ursprungsenzym 

Epoxidhydrolase EchA, rechts (orange): Ursprungsenzym Esterase PFE I, oben (rot): Dehalogenase 

DhlA. 

 

Die Enzymvarianten der Esterase PFE I (3DM, Domain) besaßen die höchste 

Dehalogenaseaktivität aller erzeugten Mutanten, während die Enzymvarianten der 

Epoxidhydrolase EchA (3DM-F12, F108W-Y152W) eine geringere Aktivität hatten. Die hohe 

Dehalogenaseaktivität der DhlA konnte mit keiner Mutante erreicht werden. 

 

4.4.1 Generierung einer Dehalogenaseaktivität in der Esterase PFE I 

Da die PFE I bereits erfolgreich zur Erzeugung von promiskuitiver Aktivität eingesetzt wurde, 

wurde dieses ausführlich untersuchte Enzym verwendet, um eine Dehalogenaseaktivität zu 

erzeugen. Jochens et al. haben bereits erfolglos die katalytische Triade (S94D, G119E) 

mutiert und essentielle Aminosäuren zur Substratbindung (M95W, F143W, F143N) 

integriert, um eine Dehalogenaseaktivität zu erzeugen.[108] Dabei wurden Sättigungs-

mutagenesen und einzelne Basensubstitutionen durchgeführt, um das katalytische 

DhlA-C

Epoxidhydrolaseaktivität Esteraseaktivität

Loop
PFE I

DhlA

EchA
DhlA-N

DhlA-20

0,01 mU/mg

Keine Aktivität

0,03 mU/mg

F108W

F108W-Y152W

W38E-F108W

W38N-F108W

F108W-Y152T

W38E-F108W-
Y152W

F215W

Y152T-Y215W

D131E-D246N

3DM-F12

epPCR

Keine AktivitätKeine Aktivität

Dehalogenaseaktivität

W38N-108W-Y152T 

epPCR

DhlA

3DM

Domain



 Diskussion 85 

Nukleophil (S94D) zu integrieren und richtig auszurichten, sowie die Halogenidbinderegion 

durch die Integration von M95W und F143W zu erstellen. Eine große Schwierigkeit könnten 

die Ein- und Ausgangstunnel sein, da die Aminosäuren, die die Halogenide binden, korrekt 

zum Tunnel – der die Halogenide freisetzt – ausgerichtet sein müssen.[123] 

In dieser Arbeit sollten größere Teile der Esterase verändert werden, um potentiell 

essentielle Aminosäuren und Strukturen in die Esterase zu integrieren. Da die Cap-Domäne 

einen großen Einfluss auf die Aktivität von α/β-Hydrolasefaltungsenzymen hat,[55] wurde die 

der Esterase mit der der Dehalogenase DhlA ausgetauscht (Abb. 42). Es wurde bereits 

beschrieben, dass der Austausch der Cap-Domäne innerhalb von Esterasen zu aktiven 

Enzymen führt, die teilweise veränderte Eigenschaften aufweisen. Parallel wurden die 

katalytischen Loops der Esterase PFE I mit denen der Dehalogenase DhlA ausgetauscht (Abb. 

42). Jochens et al. konnten zeigen, dass der Austausch von Loops in einer Esterase zu einer 

neuen Aktivität führen kann, wenn die Loops so orientiert sind, dass sie den Eingang zum 

aktiven Zentrum blockieren.[106] Des Weiteren könnte ein Austausch der katalytischen Loops 

essentielle Aminosäuren richtig positionieren. Während der Austausch der katalytischen 

Schleifen (Loop) keine Aktivität erzeugen konnte, gab es zumindest Hinweise auf eine 

Dehalogenaseaktivität oder Substratbindung durch den Austausch der Cap-Domäne 

(Domain). Die spezifische Aktivität wurde mittels ITC bestimmt und betrug ca. 0,001 mU/mg. 

Da die Berechnung von spezifischer Aktivität in diesem kleinen Bereich schwierig ist, kann 

dieser Wert nicht als absolut betrachtet werden. Dennoch ist es möglich, dass diese Variante 

im Vergleich zur PFE I oder anderen PFE I Varianten das Substrat binden konnte und 

eventuell ein Umsatz möglich war. Es ist aber nicht möglich Aussagen darüber zu treffen, ob 

der Enzymesterkomplex durch den nukleophilen Angriff des Aspartats entsteht und in wie 

weit dieser durch das aktivierte Wassermolekül aufgelöst werden kann. 

In einem weiteren Versuch wurde ein strukturbasiertes Alignment mittels 3DM der PFE I und 

der Konsensussequenz aller Dehalogenasen der Subgruppe 2DHCA durchgeführt. Diese 

insgesamt 58 Mutationen betrafen das katalytische Zentrum, sowie deren Orientierung, die 

Eingangstunnel und Aminosäuren in der Nähe des katalytischen Zentrums. Die vermeintlich 

wichtigsten Aminosäuren wurden somit so angepasst, dass sie mit denen der 

Konsensussequenz aller Dehalogenasen der Gruppe 2DHCA übereinstimmen. Diese Strategie 

zur Erzeugung von Dehalogenaseaktivität beruht auf dem Prinzip der Evolutionstheorie von 

Darwin, da sich Aminosäuren, die an einer Position von Vorteil für eine Enzymklasse sind, 
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über die Jahre durchsetzten und vermehrt auftraten. In einem Vergleich mehrerer 

Dehalogenasen mit dem Computerprogramm 3DM wurde eine Konsensussequenz der 

Aminosäuren des 3DM-core ermittelt. Diese wurden in die PFE I an der räumlich identischen 

Position integriert, um eine Dehalogenaseaktivität in diesem Enzym zu erzeugen (Abb. 43). 

Dass keine Aktivität in der GC-MS bestätigt werden konnte, könnte daran liegen, dass 

weitere Aminosäuren für eine Aktivität essentiell waren oder dass die Orientierung der 

integrierten Aminosäuren fehlerhaft war. Dennoch besaß diese Mutante mit 0,026 mU/mg 

die höchste spezifische Aktivität aller Varianten, die mittels ITC gemessen wurden. In 

anderen Arbeiten erreichte die de novo erzeugte spezifische Aktivität aus der PFE I zwischen 

9[106] und 20 mU/mg.[107] Diese Mutante ist demnach noch um den Faktor 300 bis 800 unter 

der erwarteten Aktivität, wenn man sie mit anderer in der PFE I erzeugter de novo Aktivität 

vergleicht. 

Die Esterase PFE I war wegen der schlechten Löslichkeit der Enzymvarianten, die aus diesem 

Enzym erzeugt wurden, nicht geeignet, um eine de novo Dehalogenaseaktivität zu 

generieren. Nur durch die Anwendung des stark löslichen Maltosebindeproteins konnten 

lösliche Proteinvarianten erzeugt werden, um eine spezifische Aktivität zu ermitteln. Ob die 

Proteinvarianten richtig gefaltet waren, konnte im Rahmen dieser Arbeit nicht festgestellt 

werden. Durch das reverse engineering sollte einerseits überprüft werden, wie viele 

Aminosäuren der Dehalogenase mutiert werden können, bevor sie die Aktivität verliert und 

andererseits bevor sie unlöslich wird. Bereits der Austausch von wenigen Aminosäuren an 

einem der beiden Termini des Proteins führte zu einem nicht löslichen Protein. Mit dem 

Maltosebindeprotein konnten lösliche Proteinvarianten erstellt werden, wobei keine 

Aktivität nachgewiesen werden konnte. Das spricht dafür, dass das Protein nicht richtig 

gefaltet war bzw. die Esterase nicht mit der Dehalogenase kompatibel war, da sie einerseits 

immer zu unlöslichen Proteinen führte und andererseits zu inaktiven Varianten, die weder 

Esterase- noch Dehalogenaseaktivität aufwiesen. 

Nachdem die Anpassung der katalytischen Pentade und die darauf folgenden rationalen 

Konzepte zur Erzeugung einer Dehalogenaseaktivität, wie der Austausch der katalytischen 

Loops und der Cap-Domäne, sowie das 3DM-gestützte Design nicht zu einer nachweisbaren 

Dehalogenaseaktivität führten, wurde in den nachfolgenden Experimenten eine 

Dehalogenaseaktivität in der Epoxidhydrolase EchA erzeugt. 
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4.4.2 Generierung einer Dehalogenaseaktivität in der Epoxidhydrolase EchA 

Die Epoxidhydrolase EchA besitzt eine höhere Ähnlichkeit zu Dehalogenasen als die Esterase 

PFE I. Die Sequenzhomologie gegenüber den Dehalogenasen DhlA und DhaA beträgt 21 bis 

24%, während die PFE I nur eine Homologie von 18 bis 20% besitzt. Zudem ist die 

katalytische Triade beider Enzyme identisch. Die Enzymklassen unterscheiden sich lediglich 

in der Substratbindung. Während Epoxidhydrolasen zwei Tyrosinreste zur Stabilisierung der 

Epoxide besitzen, sind es in der Klasse der Dehalogenasen zwei Tryptophanreste zur 

Stabilisierung des Halogenids. Aus diesem Grund wurde der Fokus zuerst auf die 

Substratbinderegion gelegt, bevor das aktive Zentrum angepasst wurde. 

 

4.4.2.1 Anpassung der Substratbinderegion 

Es lag nahe, dass ein einfacher Austausch, der für die Substratbindung essentiellen 

Tyrosinreste einer Epoxidhydrolase zu den Tryptophanresten einer Dehalogenase ausreicht. 

Die Tryptophanreste wurden an unterschiedlichen Stellen der EchA integriert. Neben dem 

direkten Austausch der Positionen Y152 und Y215 wurde auch F108 substituiert, da es in 

einem Strukturalignment an der gleichen Position, wie das Tryptophan der DhlA lag. Da 

keine Aktivität nachgewiesen werden konnte, wurden weitere Aminosäuren mutiert, die für 

die Substratbindung in Dehalogenasen beteiligt sind (Tab. 11). 

 

Tab. 11: Übersicht der substituierten Aminosäuren und Aminosäureverteilung in allen HLDs der 3DM 
Datenbank (Stand 2011). 

EchA DhlA DhaA Funktion Aminosäureverteilung in HLDs 

W38 E56 N52 Halogenidbinderegion 

 

G40 T58 T54 Flankierung der Halogenidbinderegion 

F41 W59 S55 Flankierung der Halogenidbinderegion  

W42 S60 S56 Flankierung der Halogenidbinderegion  

F108 W125 W118 Halogenidbinderegion 

A109 G126 G119 Orientierung des aktiven Zentrums  

Y152 W175 T159 Epoxidbinderegion (EH) 

Y215 P223 P217 Epoxidbinderegion (EH) 
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Das Asparagin N52 der Dehalogenase DhaA übernimmt in Dehalogenasen des Typs II die 

Substratbindung. Asparagin bindet das Halogenid schwächer als Tryptophan, wodurch die 

Freisetzung des Produktes erleichtert wird. Der geschwindigkeitsbestimmende Schritt liegt 

bei diesen Dehalogenasen des Typs II demnach nicht in der Freisetzung des Produktes, 

sondern in der Hydrolyse des Alkylenzymintermediats.[132] Die strukturhomologe 

Aminosäure zu N52 in der DhaA ist W38 in der EchA und wurde dementsprechend mutiert. 

In Kombination mit den Mutationen F108W zur Integration der zweiten wichtigen 

Aminosäure für eine Substratbindung und Y152T zur Eliminierung der Substratbindestelle für 

Epoxide scheint diese Dreifachmutante erfolgversprechend zu sein. Dennoch konnte keine 

Aktivität mittels GC-MS oder ITC nachgewiesen werden. 

Weitere Mutanten sollten die Substratbindestellen der EchA eliminieren (Y215V) und ein 

vollständig konserviertes Glycin (A109G) integrieren, welches für die Orientierung des 

aktiven Zentrums und der Substratbinderegion zuständig sein könnte. 

Die Aminosäuren T54 (G40 EchA), S55 (F41 EchA) und S56 (W42 EchA) flankieren die 

wichtige Aminosäure N52 (W38 EchA), welche für die Substratbindung essentiell ist und sind 

unter Dehalogenasen hoch konserviert. Diese Achtfachmutante enthält demnach die 

katalytische Pentade, sowie vier in Dehalogenasen hoch-konservierte Aminosäuren. Zudem 

wurde die natürliche Substratbinderegion der Epoxidhydrolase vollständig durch die 

Substitutionen Y152T und Y215V eliminiert. 

Nur die Variante F108W-Y152W zeigte in der ITC eine Aktivität von 2 x 10-5 mU/mg. Dieser 

geringe Energieunterschied, der während der Messung in der ITC nachgewiesen werden 

konnte, war nicht signifikant und gab nur einen Hinweis auf mögliche Substratbindung. Aus 

diesem Grund wurde im Anschluss eine epPCR dieser Mutante durchgeführt, um eine mittels 

GC-MS nachweisbare Aktivität zu generieren. Es konnten keine Varianten detektiert werden, 

die über der Nachweisgrenze der GC-MS lagen. 

Eine Sättigung der beiden Positionen W38 und Y152 sollte zudem eine Bibliothek erzeugen, 

die alle möglichen Substratbindestellen abdeckt. Die Durchmusterung dieser Bibliothek 

führte zu keinen Varianten mit einer Dehalogenaseaktivität. Es wurden ca. 2000 Klone 

durchmustert, was einer Abbildung des Sequenzraumes dieser Bibliothek von ungefähr 95% 

entspricht,[133] die beste Mutante in dieser Bibliothek zu finden. 
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4.4.2.2 Optimierung des aktiven Zentrums zur Generierung von Dehalogenaseaktivität 

Neben der Integration der Aminosäuren zur Substratbindung, wurde das aktive Zentrum der 

Dehalogenasen und Epoxidhydrolasen näher untersucht. Dehalogenasen des Typs I (DppA, 

DhlA) besitzen Asp-His-Asp/Trp-Trp als katalytische Pentade. Die katalytische Säure ist im 

Falle der DhlA D247. Haloalkandehalogenasen des Typs II (DhaA) besitzen eine katalytische 

Pentade bestehend aus Asp-His-Glu/Asn-Trp, bei der DhaA E141. Das Glutamat der HLD-II 

Familie ist auf dem β6-Strang, während das Asparagin der HLD-I Familie auf dem β7-Strang 

positioniert ist (Abb. 53). 

 

 
Abb. 53: Die Abbildung zeigt einen Vergleich der Strukturen der DhlA und DhaA. Modifiziert nach 

Janssen.[83] 

 

Die Epoxidhydrolase EchA enthält sowohl ein Aspartat (D246) auf dem β6-Strang als auch ein 

Aspartat (D131) auf dem β7-Strang. Demnach besitzt sie zwei mögliche katalytische Säuren 

an beiden möglichen Positionen. Um alle Möglichkeiten zu erschließen und eine HLD des 

Typs II zu erzeugen, wurde D131 der Epoxidhydrolase mit einem Glutamat substituiert, um 

das aktive Zentrum einer HLD Typ II zu erzeugen. Nach einer Korrelationsanalyse von 

Haloalkandehalogenasen wurde D246 – die eigentliche katalytische Säure – der EchA mit 

einem Asn substituiert, da die Aminosäure E131 der DhaA mit D246 der EchA strukturell 

korrelierte. Neben den zwei Mutationen wurden die für die Substratbindung essentiellen 

Tryptophanreste integriert. Eine Aktivität konnte nicht erzeugt werden. Die Aminosäure 
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D246 wurde in einem weiteren Beispiel durch Serin ersetzt, welches kleiner war als das 

Aspartat. Durch diese Mutation sollte der Eingang vergrößert werden. Es konnte allerdings 

weder Dehalogenase- noch Epoxidhydrolaseaktivität nachgewiesen werden. 

Im Hinblick auf die evolutionäre Entwicklung innerhalb der Enzymklasse der 

α/β-Hydrolasefaltungsenzyme könnte zuerst ein Aspartat vorhanden gewesen sein, welches 

eine schlechtere Position hatte und damit einen mäßigeren Umsatz von Substraten 

ermöglichte. Durch die Integration der zweiten katalytischen Säure könnte die Aktivität des 

Enzyms stark gesteigert worden sein. Es ist wichtig, dass die katalytische Säure in direkter 

Nachbarschaft und in richtiger Orientierung zum Histidin positioniert ist. Geringste 

Unterschiede können hier einen großen Unterschied in der katalytischen Aktivität 

ausmachen. Auch der umgekehrte Weg ist möglich, dass das zweite Aspartat eine 

Reservefunktion besitzt.[73] Aus diesem Enzym könnte sich ebenfalls ein Neues entwickelt 

haben, welches die katalytische Säure an einer anderen Position benötigte. 

 

4.4.2.3 Strukturanalyse mittels 3DM 

In einem weiteren Versuch wurden Alignments der Dehalogenasefamilien 2DHCA und 

1BN6A mit dem Programm 3DM durchgeführt. Alle Aminosäuren, die eine Verteilung von 

mindestens 10% in einem der beiden Alignments hatten und an einer Position lagen, welche 

das katalytische Zentrum, den Substrateingang oder den Halogenidausgang bildeten, 

wurden für eine Sättigungsmutagenese in Betracht gezogen. 

Michael Fibinger[118] und Johannes von Saß[120] konnten in ihren Experimenten keine 

nachweisbare Dehalogenaseaktivität erzeugen. Der verwendete Phenolrotassay gab 

dennoch Hinweise, welche Positionen für eine Dehalogenaseaktivität essentiell waren. 

Zuerst wurden die Aminosäuren untersucht, die bei Dehalogenasen einen Einfluss auf das 

aktive Zentrum oder die Substratbindung haben. Die Mutagenese von D246 und V249 hatte, 

sowohl als einzelne Mutation eine sehr hohe scheinbare Aktivität im Phenolrotassay, als 

auch in Kombination mit F108-I111 oder Y214-Y215-N218. Die Kombination Y214-Y215-N218 

wies ebenfalls einen großen Anteil an phenolrotpositiven Varianten auf. Neben diesen 

beiden Positionen trat vor allem die Kombination aus F66 und F142 hervor. In der ITC wies 

die EchA-Variante F108W-I111S-D246T-V249I zwar eine Aktivität von ca. 0,01 mU/mg auf, 

diese war aber, wie schon diskutiert, zu gering für eine signifikante Aussage. 
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Unter den Aminosäuren der Eingangsregion wiesen die Positionen S184, G245 und die 

Kombination aus C273 und G274 eine geringe Aktivität im Phenolrotassay auf. Die 

Aminosäuren, die einen Einfluss auf die Halidbinderegion besaßen und eine Aktivität 

aufwiesen waren vor allem L189 und P206. Auch die Kombinationen aus L189 und A161-

V162 oder L189 und Y175-F176 schienen eine Aktivität zu erzeugen. 

Es konnte keine der Aktivitäten in der GC-MS bestätigt werden, allerdings war diese auch 

weniger sensitiv, als der Phenolrotassay mit niedrigmolarem Puffer. Aus diesen Ergebnissen 

ließ sich schließen, dass weitere Mutationen oder eine Kombination dieser notwendig sind, 

um eine nachweisbare Dehalogenaseaktivität zu erzeugen. Die beste Kombination sollte laut 

diesen Ergebnissen eine Sättigung der Aminosäurepositionen F66, F142, Y152, S184, L189, 

D246 und V249 sein, da sie alle Positionen abdeckt, die in den vorherigen Mutagenesen zu 

einem guten Ergebnis geführt haben. 

 

 

4.5 Erkenntnisse zur Evolution von α/β-Hydrolasefaltungsenzymen 

In dieser Arbeit wurde eine Reihe von möglichen Wegen beschrieben wie eine beschleunigte 

Evolution von α/β-Hydrolasefaltungsenzyme möglich ist. Während die Esterase PFE I durch 

den evolutionären Druck mit der einfachsten Methode – der Inaktivierung des Enzyms – 

angepasst wurde, war in dem Experiment zur Generierung von Dehalogenaseaktivität in 

Epoxidhydrolasen eine Anpassung nicht möglich, da die Zellen die Selektion nicht 

überlebten. Vielleicht war die Mutationsrate nicht optimal. Innerhalb von 24 Stunden 

Inkubation mit einem Mutatorplasmid, welches auf der defekten ε-Untereinheit mutD5 

basierte, betrug die Mutationsrate ca. 4 x 10-5.[27] Unter der Annahme, dass innerhalb von 

24 Stunden 107 cfu/ml im Selektionsansatz wuchsen (Abb. 33), entstand statistisch eine 

Genvariante mit vier Mutationen erst nach 24 Stunden. Vergleicht man diese Mutationsrate 

mit der natürlichen, ist die Mutationsrate in der Natur so hoch, dass sich im Genpool aller im 

Boden lebenden Mikroorganismen alle 3,4 Stunden eine neue Genvariante entwickelt, die 

gleichzeitig vier Aminosäuresubstitutionen besitzt. Dieser Berechnung liegt eine 

Mutationsrate von 4 x 10-7 Basen pro Replikationszyklus und einer Reproduktionszahl von im 

Boden lebenden Mikroorganismen von >1029 pro Jahr zugrunde.[134] Durch diese hohe Anzahl 

an Organismen und die mäßige Mutationsrate, liegen eine enorme Anzahl an Genvarianten 

eines Gens in der Umwelt vor. Obwohl die Mutationsrate in der Natur geringer ist, werden in 
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der Umwelt mehr Genvarianten durch die höhere Anzahl an Mikroorganismen erzeugt. Im 

Gegensatz zu den Experimenten im Labor sind nicht alle Genvarianten der Umwelt dem 

gleichen Selektionsdruck ausgesetzt. Somit wird deutlich, dass die Menge an Genvarianten 

für ein Evolutionsexperiment mit einer so herausfordernden Aufgabe zu gering war. Zur 

Erzeugung einer neuen Aktivität werden wahrscheinlich mehr Genvarianten benötigt. 

Aminosäuresubstitutionen, die in der Natur vorkommen, sind in der Regel konserviert und 

liegen nicht im aktiven Zentrum, sondern auf der Oberfläche des Enzyms, da Mutationen im 

aktivem Zentrum eher zu inaktiven Enzymvarianten führen, als Mutationen an der 

Oberfläche und damit einen Selektionsnachteil besitzen. Zudem ist die Wahrscheinlichkeit 

höher, dass eine Aminosäure außerhalb des aktiven Zentrums mutiert, da nur wenige 

Aminosäuren am aktiven Zentrum involviert sind. In einer Studie wurde eine Vielzahl von 

Subtilisinvarianten aus dem Boden isoliert und sequenziert. Während 83% der Mutationen in 

dem Gen zu keiner Aminosäuresubstitution führten, wurden Hot Spots identifiziert, die sich 

im Laufe der Zeit etabliert und akkumuliert haben. Alle Subtilisinvarianten waren aktiv.[135] 

Dies führte zu dem Schluss, dass die natürliche Evolution langsam aber kontinuierlich 

verläuft und Enzyme, die ihre ursprüngliche Funktion verloren haben in der Natur nicht 

überdauern können. Vergleicht man diese Aussage mit den Experimenten der kontinuierlich 

gerichteten Evolution wird deutlich, dass eine Erzeugung neuer Aktivität schwierig ist, da 

sich in der Umwelt bevorzugt neutrale Mutationen anreichern. Selbst wenn der 

Selektionsdruck unter Laborbedingungen spezifischer ist, ist es eventuell nicht möglich 

komplexe Aufgaben mit der kontinuierlichen gerichteten Evolution durchzuführen. Dem 

gegenüber steht, dass die Natur bereits neue Aktivitäten in α/β-Hydrolasefaltungsenzymen 

erzeugen konnte. Ein erfolgreiches Beispiel für die natürliche Anpassung einer Dehalogenase 

ist die DhlA, die seit der Einführung des industriellen, toxischen 1,2-Dichlorethan in die 

Umwelt einen starken Selektionsdruck hatte. Durch Duplikation einzelner Sequenzabschnitte 

in der variablen Cap-Domäne wurde die DhlA so angepasst, dass sie in der Lage war das 

toxische 1,2-Dichlorethan zu entgiften.[128] Geht man allerdings davon aus, dass diese 

Enzymgruppe schon mehrere Millionen Jahre alt ist, wurden im Laufe der Zeit mehr 

Enzymvarianten in der Umwelt erzeugt als im Labor. Die Experimente für eine 

kontinuierliche gerichtete Evolution benötigen demnach einen höheren Durchsatz, um 

erfolgreich zu sein. 
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Neben der Möglichkeit einen höheren Durchsatz zu erzeugen, kann eine bessere Bibliothek, 

die gezielter mutiert wurde, zum Erfolg führen. Die Strategie der 3DM-gestützten 

Mutagenese ist vielversprechend, da sie sich das Prinzip der natürlichen Evolution zunutze 

machte. Aminosäurepositionen, die einen Hinweis auf Aktivität gaben, sollten in einem 

Experiment kombiniert werden und zu einer Bibliothek führen, die bis zu sieben Positionen 

gleichzeitig sättigte. Zudem sollten Positionen des aktiven Zentrums mit denen des 

Eingangstunnels und der Substratbindestelle kombiniert werden. Hier könnte das kürzlich 

veröffentliche Programm CAVER hilfreich sein, um alternative Eingangstunnel in der 

Epoxidhydrolase zu berechnen, die denen einer Dehalogenase ähneln.[11] Auch eine 

komplette de novo Erzeugung von Dehalogenaseaktivität wäre durch die Programme Rosetta 

Match und Rosetta Design prinzipiell möglich. 

Des Weiteren sollte die Auswahl der Modelldehalogenase überdacht werden, da in den 

vergangenen Jahren weitere Haloalkandehalogenasen, wie DhaA und LinB gut untersucht 

wurden. Auf Grund ihres größeren Eingangstunnels sind sie vielversprechender als die sehr 

spezifische DhlA, die auf ihr natürliches, kleines Substrat hin optimiert ist.[79] Dass ein 

Wechsel des Modellenzyms zu einem Erfolg führen kann, zeigten bereits Padhi et al.,[107] die 

eine Hydroxynitrillyaseaktivität nur in der Esterase SABP2 aber nicht in der Esterase PFE I 

erzeugen konnten. Die Weiterentwicklung der Mutationstechniken und Selektionsassays 

könnte in Zukunft dazu führen, dass Enzyme mit neuen Eigenschaften einfacher durch 

Protein-Engineering entwickelt werden können. 

Abschließend lässt sich sagen, dass die Evolution durch die erhöhte Mutationsrate in diesen 

Experimenten der kontinuierlich gerichteten Evolution stark beschleunigt worden ist. 

Dennoch war die Diskrepanz zur natürlichen Evolution von Enzymen sehr hoch. Die Frage, 

wie sich α/β-Hydrolasefaltungsenzyme innerhalb weniger Tage zu einem verbesserten 

Enzym oder einem Biokatalysator mit einer komplett neuen Aktivität entwickeln können, 

wofür die Natur mehrere tausend, wenn nicht gar Millionen Jahre benötigte, bleibt 

weiterhin spannend. Durch die Experimente dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass eine 

Veränderung der Enzyme durch kontinuierliche gerichtete Evolution prinzipiell möglich ist. 
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5. Zusammenfassung 

In dieser Arbeit konnten erfolgreich Mutagenesemethoden entwickelt werden, welche für 

den Einsatz einer kontinuierlichen gerichteten Evolution geeignet sind. Zwei 

Mutatorplasmide, pMut und pEP, wurden erstellt und mit alternativen Mutagenese-

methoden, wie epPCR, UV-Mutagenese, chemischer Mutagenese mit MNNG und EMS 

verglichen. 

Es konnten Assaysysteme zur Detektion von Dehalogenase- und Epoxidhydrolaseaktivität 

optimiert werden, darunter das Tryptophanquenching, der Phenolrot-, Adrenalin- und 

Toxizitätsassay, sowie der Einsatz der GC-MS und ITC. Zudem wurden Selektionsassays für 

eine kontinuierliche gerichtete Evolution entwickelt. Der Durchflusszytometer gestützte 

Assay zur Selektion von enantioselektiven Esterasen, sowie der Assay zur Selektion von 

aktiven Dehalogenasen wurden beide anhand von Mutantenbibliotheken validiert. Beide 

Assays wurden für eine kontinuierliche gerichtete Evolution eingesetzt, um einerseits 

Esterasen mit einer verbesserten Enantioselektivität zu erzeugen und andererseits, um in 

einer Epoxidhydrolase bzw. Esterase eine Dehalogenaseaktivität zu erzeugen. 

Zur Generierung dieser Aktivität in der Esterase PFE I und der Epoxidhydrolase EchA wurde 

eine Vielzahl von rationalen Mutanten erstellt und mit diversen Nachweismethoden 

(Mikrotiterplattenassay, GC-MS, ITC, Tryptophanquenching) die Aktivität bestimmt. Es 

wurden Varianten durchmustert, die Mutationen im aktiven Zentrum, der Substratbindung 

und im Eingangstunnel besaßen. Mutanten mit einem Austausch der Cap-Domäne und der 

katalytischen Loops, sowie Mutanten, welche durch ein 3DM-gestütztes Strukturalignment 

erstellt worden sind, wurden untersucht. Einige Mutanten wiesen eine geringe Aktivität oder 

zumindest eine Substratbindung gegenüber einigen Dehalogenasesubstraten auf. Des 

Weiteren wurden mittels epPCR und Sättigungsmutagenese Mutantenbibliotheken aus der 

EchA und der PFE I erstellt und durchmustert, die eine Gesamtgröße von über 10.000 

Varianten hatten. 

In Zusammenarbeit mit Michael Fibinger und Johannes von Saß wurden zudem über ein 

computergestütztes Alignment Positionen in der EchA ausgewählt, die wichtig für die 

katalytische Reaktion, die Substratbindung oder dem Eingang von Substraten und 

Wassermolekülen sind. Mit degenerierten Primern wurden diese Positionen so mutiert, dass 

die Aminosäuren in die EchA integriert wurden, die mit einer gewissen Häufigkeit in allen 
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Dehalogenasen vorkommen. Es wurden mit dieser Strategie zur Erzeugung von 

Dehalogenaseaktivität mehr als 12.000 Mutanten durchmustert. Eine Variante mit einer 

Dehalogenaseaktivität von ca. 0,01 mU/mg konnte erzeugt werden. 

Trotz der Schwierigkeit eine komplett neue Aktivität in einem Enzym zu generieren, wurden 

EchA und PFE I Varianten erstellt, die eine geringe Dehalogenaseaktivität von bis zu 

0,026 mU/mg besitzen oder zumindest eine Bindungen mit Dehalogenasesubstraten 

eingehen. Es wurde diskutiert, wie diese Varianten verbessert werden könnten, um die 

Aktivität so weit zu steigern, dass ein signifikanter Substratumsatz mit der GC-MS detektiert 

werden könnte. Diese Arbeit hat aufgezeigt, dass es möglich ist de novo 

Dehalogenaseaktivität zu erzeugen. 
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6. Material und Methoden 

6.1 Materialien 

6.1.1 Chemikalien 

Alle Chemikalien wurden – soweit nicht anders angegeben – von Sigma Aldrich (Steinheim, 

Deutschland), Fluka (Buchs, Schweiz), Merck (Darmstadt, Deutschland), Roth (Karlsruhe, 

Deutschland) oder VWR (Hannover, Deutschland) bezogen. Es wurden die Chemikalien mit 

dem höchstmöglichen Reinheitsgrad verwendet (Tab. 12). 

  

Tab. 12: Chemikalien und Hersteller. 

Chemikalien und Materialien Hersteller 

Amylose Resin New England Biolabs Inc. (Ipswich 
Massachusetts ) 

BD TalonTM Metal Affinity Resin BD Biosciences Clontech (Heidelberg) 
Centricons 10 und 30 kDa Millipore GmbH (Schwalbach) 
Chaperone Plasmid Set TaKaRa Bio Inc. (Outsu, Japan) 
Glasperlen Ø 0,1 – 0,11 mm Satorius AG (Göttingen) 
GeneJetTM Plasmid MiniPrep Kit Fermentas (St. Leon-Rot) 
Größenstandards: 
1 kbp DNA-Leiter (0,5 – 10 kbp) 
Roti®-Mark Standard 

Roth (Karlsruhe) 
 

JBS dNTP-Mutagenesis Kit Jena Bioscience (Jena) 
RotilaboTM Verschlussfilm für Zellkulturplatten Roth GmbH (Karlsruhe) 
TOPO TA Cloning® Kit Invitrogen (Darmstadt) 
QIAprep Spin® Miniprep Kit 
QIAquickTM PCR Purification Kit 
QIAquickTM Gel Extraction Kit 

Qiagen GmbH (Hilden) 

QuikChange® Site-Directed Mutagenesis Kit 
GeneMorph® II Random Mutagenesis Kit 

Stratagene (Santa Clara, USA) 
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6.1.2 Geräte 

 

 Tab. 13: Geräte. 

Bezeichnung und Typ Hersteller 

Autoklav: 
V-120 

Systec (Wettenberg) 

DNA-Gelelektrophorese: 
Sub-Cell® G 
Mini-Sub Cell GT 

BioRad Laboratories GmbH (München) 

DNA-Spektrophotometer: 
Nanodrop® 

Peqlab Biotechnology GmbH (Erlangen) 

Durchflusszytometer: 
CyFlow® Space 
Laser: Sapphire 488-50 

 
Partec (Münster) 
Coherent (Santa Clara, USA) 

Elektroporationskammer: 
MicroPulser 

BioRad Laboratories GmbH (München) 

Feinwaage: 
R180D 
AC120S 

Sartorius AG (Göttingen) 

Fluorimeter: 
Fluostar Optima 
Fluostar Omega 
Infinite® 200 PRO series 
Varioscan 

 
BMG Labtech GmbH (Offenburg) 
 
Tecan Group Ltd. (Männedorf, CH) 
Thermo Fisher Scientific Corp. (Waltheim, MA, USA) 

French Press Thermo Fisher Scientific Corp. (Waltheim, MA, USA) 

GC: 
GC-14A 
GC-MS: QP2010 
GC Säule: BPX5 

 
Shimadzu (Duisburg) 
Shimadzu (Duisburg) 
SGE (Milton Keynes, UK) 

HPLC: 
Hitachi Elite LaCrom 

Hitachi High Technologies (San Jose, USA) 

Inkubatoren: 
Inkubator noctua IH50 
Schüttler noctua K15/500 
Unitron/Multitron 
Minitron 
Fricocell 
Inucell 

 
Noctua GmbH (Mössingen) 
 
Infors AG (Bottmingen, Schweiz) 
 
MMM Medcenter-Einrichtungen GmbH (Gräfeling) 

Kolonienpicker: 
BioPick 

Geneworx (Blenod les Pont a Mousson) 

Lyophilisator: 
Alpha1-2 

Christ GmbH (Osterode am Harz) 

Magnetrührer: 
IKAMAG® safety control MR 3001K 

IKA Labortechnik (Staufen) 

Mikrokalorimter: 
VP-ITC 

GE Healthcare Europe GmbH (Freiburg) 
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Netzgeräte: 
EPS 301 

Amersham Biosystems (Uppsala, Schweden) 

Orbitalschüttler: 
Polymax1040 

Heidolph Instruments (Kelheim) 

PCR-Geräte: 
Progene FPROG02D 
Tpersonal 48 
FlexCycler 
PXEC001 

 
TechNet (Cambridge, UK) 
Biometra (Göttingen) 
Analytikjena (Jena) 
Thermo Electron (Milford, USA) 

pH-Meter: 
Microprocessor HI9321 

Hanna Instruments (Kehl am Rhein) 

Pipettierroboter: 
Miniprep 75 

TECAN Group Ltd. (Männedorf, Schweiz) 

Plattformschüttler: 
Polymax 1040 

Heidolph Elektro GmbH & Co KG (Kelheim) 

Proteinelektrophorese: 
Minigel-Twin 

Biometra GmbH (Göttingen) 

Rotationsverdampfer:  

Laborota 4000 
Vakuumpumpensystem 

Heidolph Elektro GmbH & Co KG. (Kelheim) 
Vaccubrand GmbH & Co KG. (Wertheim) 

Sicherheitswerkbank: 
NapFlow 1200-GS 
HeraSafe KS15 

 
NAPCO (Unterhaching) 
Thermo Fisher Scientific Corp. (Waltheim, MA, USA) 

Speedvac: 
Jouan RC10-10 
Jouan RCT60 

Thermo Fisher Scientific Corp. (Waltheim, MA, USA) 

Thermomixer: 
Thermomixer comfort 

Eppendorf AG (Hamburg) 

Ultraschallgerät: 
Sonoplus HD2070 
UW2070 

Bandelin GmbH & Co KG. (Berlin) 

Photometer: 
UVmini 1240 

Shimadzu Corp. (Duisburg) 

Vortexer: 
Vortex-Genie® 2 

Scientific Industries (Bohemia, NY, USA) 

Waage: 
ScoutTM 800 
Explorer 
RD180D 

 
Ohaus Corp. (Pine Brook, NJ, USA) 
 
Sartorius (Göttingen) 

Zellhomogenisator: 
FastPrep®24 

MP Biomedicals (Solon, OH, USA) 

Zentrifuge: 
Multifuge 3 S-R 
Labofuge 400R 
Biofuge fresco 
Biofuge pico 

Heraeus (Hanau) 
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6.1.3 Enzyme 

Die verwendeten Enzyme wurden bei -20°C gelagert (Tab. 14). 

Tab. 14: Enzyme und Hersteller. 

Enzyme Hersteller 

DNaseI Sigma 

Factor Xa Protease NEB (Frankfurt am Main) 

Lysozym aus Hühnereiweiß Fluka 

Polymerasen: 
Taq, OptiTaq, PfuPlus! 

Roboklon GmbH (Berlin) 

Restriktionsenzyme: 
BamHI, ClaI, DpnI, HindIII, NdeI, NotI, PstI, XbaI 

Fermentas (St. Leon-Rot) 

T4-DNA Ligase Fermentas (St. Leon-Rot) 

 

6.1.4 Bakterienstämme 

Der Stamm E. coli CSH116 mit der fehlerhaften ε-Untereinheit der Polymerase III (mutD5) 

wurde von der E. coli Genetic Stock Center (Yale) Sammlung bezogen, der Stamm E. coli 

JS200 mit der temperatursensitiven Polymerase I von Addgene (Tab. 15). E. coli SK6600 

wurde uns von Prof. Dr. Heisig (Universität Hamburg, Pharmazeutische Biologie und 

Mikrobiologie) zur Verfügung gestellt. 

 

Tab. 15: E. coli Stämme mit Genotyp. 

Spezies Stamm Genotyp Hersteller 

Escherichia coli BL21 (DE3) F- ompT gal dcm lon hsdSB(rB-mB-) λ(DE3 [lacI 
lacUV5-T7 gene 1 ind1 sam7 nin5]) 

Novagen 

Escherichia coli BL21 (DE3)  
Gold 

B F- ompT hsdS(rB- mB-) dcm+ Tetr gal λ(DE3) endA 
Hte 

Stratagene 

Escherichia coli CSH116 F- ara-600 yafC502::Tn10 dnaQ905 Δ(gpt-lac)5 λ- 

relA1 spoT1 thi-1 
CGSC[25] 

Escherichia coli DH5α F- endA1 glnV44 thi-1 recA1 relA1 gyrA96 deoR 
nupG Φ80dlacZΔM15 Δ(lacZYA-argF)U169  
hsdR17(rK-mK+)  λ- 

Clontech 

Escherichia coli JS200 SC-18 recA718 polA12 uvrA155 trpE65 lon-11 sulA1 Addgene[28] 

Escherichia coli JM109 (DE3) F´ traD36 proA+B+ lacIq Δ(lacZ)M15/ Δ(lac-proAB) 
glnV44 e14- gyrA96 recA1 relA1 endA1 thi hsdR17 

NEB 

Escherichia coli SK6600 F− ara− Δ(lac-proAB) rpsL F80 lacZΔM15 (r+,m+) Prof. Heisig 

Escherichia coli TOP10 F- mcrA Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC) Φ80dlacZΔM15 
ΔlacX74 nupG recA1 araD139 Δ(ara-leu)7697 
galE15 galK16 rpsL(StrR) endA1 fhuA2 λ- 

Invitrogen 

Escherichia coli XL10-gold endA1glnV44 recA1 thi‐1 gyrA96 relA1 lac the 
Δ(mcrA)183 Δ(mcrCB‐hsdSMR‐mrr)173 tetR 
F'[proAB lacIqZΔM15 Tn10(TetR Amy CmR)] 

Stratagene 

Epicurian coli® XL1-red F- endA1 gyrA96(nalR) thi-1 relA1 lac glnV44 
hsdR17(rK

- mK
+) mutS mutT mutD5 Tn10 

Stratagene 
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6.1.5 Oligonukleotide 

Die Oligonukleotide wurden von Invitrogen (Darmstadt) bezogen. Die Primer zur 

positionsgerichteten Mutagenese wurden in der Regel mit dem Tool „Stratagene 

QuikChange® Primer Design“ (http://www.stratagene.com) erstellt. Um die Integration der 

Mutageneseprimer zu reduzieren, wurden die Primer an den 3‘-Enden verlängert, um 

versetzte Primer zu generieren.[136] 

 

Tab. 16: Sequenz und Verwendung der Oligonukleotide. 

Oligonukleotid Sequenz Verwendung 

Standardprimer 

pJOE-FW 
pJOE-RV 

5'-CTTTCCCTGGTTGCCAATGG-3' 
5'-CTGCCGCCAGGCAAATTC-3' 

Amplifikation und Sequenzierung 
von pJOE 2792.1 Genen 

T7 
pET-RP 

5‘-TAATACGACTCACTATAGGG-3’ 
5’-CTAGTTATTGCTCAGCGG-3’ 

Amplifikation und Sequenzierung 
von Genen in pET Plasmiden 

M13-FW 
M13-RV 

5‘-TGTAAAACGACGGCCAGT-3’ 
5‘-CAGGAAACAGCTATGACC-3’ 

Amplifikation und Sequenzierung 
von Genen im TOPO Vektor 

VS18 
 
VS19 

5‘-ATTGGCACGGTGCAACACTCAC 
TTCAAC-3‘ 
5‘-GATAGATGCAAGTGAAGGTTGT 
CCGATA-3‘ 

Amplifikation und Sequenzierung 
der chimären Mutanten 

Primer zur Durchführung des Loop-Austausches (DhlA in PFE I) 

Frag1-Loop-FW 
 
Frag1-Loop -RV 
 

5‘-CTTAAGAAGGAGATATACATATGAG 
CACATTTGT-3‘ 
5‘-CCAGTCCTGAACCACCAGGGTCAC 
C-3‘ 

Amplifikation des ersten PFE I 
Teils inklusive NdeI Erkennungs-
sequenz. Kursiv: DhlA, Unter-
strichen: pJOE, Standard: PFE I 

Frag2-Loop -FW 
 
Frag2-Loop -RV 

5‘-GTTCAGGACTGGGGCGGCGGCGA 
TG-3‘ 
5‘-AACCAGATCGTATTTCCAGGCGGTAA 
AGCCATTCCGC CACATCGAGCGGG-3‘ 

Amplifikation des zweiten PFE I 
Teils 

Frag3-Loop -FW 
 
Frag3-Loop -RV 

5‘-GCGGATGGCTTTACCGCCTGGAAATA 
CGATCTGGTTACGGATCGCGCGCAG-3‘ 
5‘-TCCCAGCAATTTGTCTTTCATGCCATG 
GATCACC-3‘ 

Amplifikation des dritten PFE I 
Teils 

Frag4-Loop -FW 
 
Frag4-Loop -RV 

5‘-ATGAAAGACAAATTGCTGGGAGAGA 
CCACCGGC-3‘ 
5‘-TACGAAATGGCCAGCGTCCGCTATCA 
CCTTCAGTTCG-3‘ 

Amplifikation des vierten PFE I 
Teils 

Frag5-Loop -FW 
 
Frag5-Loop -RV 

5‘-ATAGCGGACGCTGGCCATTTCGTAGC 
GGTGACCCACG-3‘ 
5‘-GAAGCTTGGCTGCAGTCAATGATG-3‘ 

Amplifikation des fünften PFE I 
Teils. Inklusive BamHI Sequenz 

Primer zur Durchführung des Cap-Domänenaustausches (DhlA in PFE I) 

Frag1-Cap-FW 
 
Frag1-Cap-RV 

5‘-CTTAAGAAGGAGATATACATATGAG 
CACATTTGT-3‘ 
5‘-GGTCGGTCATCAAGCAGGCGTTCAT 
CAGCACCAGGCCGGCCACC-3‘ 
 

Amplifikation des N-terminalen 
PFE I Teils inklusive NdeI 
Erkennungssequenz 

http://www.stratagene.com/
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Frag2-Cap-FW 
 
Frag2-Cap-RV 

5‘-GCACGGGTGGCCGGCCTGGTGCTGA 
TGAACGCCTGCTTGATGACC-3‘ 
5‘-TCTGGGTCTGCACGCCTTGGGAGACT 
GTGGGCGCCCAACGC-3‘ 

Amplifikation der Cap-Domäne 
von DhlA 

Frag3-Cap-FW 
 
Frag3-Cap-RV 

5‘-TTCATGAAGCGTTGGGCGCCCACAGT 
CTCCCAAGGCGTGCAG-3‘ 
5‘-GAAGCTTGGCTGCAGTCAATGATG-3‘ 

Amplifikation des C-terminalen 
PFE I Teils inklusive BamHI 
Erkennungssequenz 

Primer zur Durchführung des reverse engineerings (EchA-Teile in DhlA) 

DhlA-C_D-FW 
 
DhlA-C_D-RV 

5‘-CATTTCGTACAGGAGGAAGACTGC 
GGTCAC-3‘ 
5‘- GTTAGCAGCCGGATCCTCAATGAT 
GATGATG-3‘ 

Amplifikation des DhlA-Teils 
inklusive pET11a-Plasmid für die 
POE-PCR 

DhlA-C_E-FW 
 
DhlA-C_E-RV 

5‘-GTGACCGCAGTCTTCCTCCTGTACG 
AAATG-3‘ 
5‘-CATCATCATCATTGAGGATCCGGCT 
GCTAAC-3‘ 

Amplifikation des C-termialen 
EchA-Teils für die POE-PCR 

DhlA-N_D-FW 
 
DhlA-N_D-RV 

5‘-GAAGGAGATATACATATGGCAATT 
CGACGTC-3‘ 
5‘-GTCGTCCAGGTAGTTAAAGTCTT 
C-3‘ 

Amplifikation des DhlA-Teils 
inklusive pET11a-Plasmid für die 
POE-PCR 

DhlA-N_E-FW 
 
DhlA-N_E-RV 

5‘-GACGTCGAATTGCCATATGTATAT 
CTCCTTC-3‘ 
5’GAAGACTTTAACTACCTGGACGAC-3‘ 

Amplifikation des N-termialen 
EchA-Teils für die POE-PCR 

Primer zur Erstellung einer inaktiven Dehalogenasevatiante 

DhlA-D124N-FW 5‘-CTGGTCGTACAGAACTGGGGCGG 
A-3‘ 

Einfügen der Mutation D124N in 
eine DhlA-Variante 

DhlA-D124NNK-FW 5‘-CTGGTCGTACAGNNKTGGGGCGG 
A-3‘ 

Sättigung der Position 124 in 
einer DhlA-Variante 

DhlA-H289A-RV 5‘-CTGTACGAAAGCGCCAGCGTC-3‘ Einfügen der Mutation H289A in 
eine DhlA-Variante 

DhlA-H289NDT-RV 5‘-CTGTACGAAAHNGCCAGCGTC-3‘ Sättigung der Position 289 in 
einer DhlA-Variante 

Primer zur Durchführung des rationalen Proteindesigns (EchA) 

EchA-W38E-FW 
 
EchA-W38E-RV 

5‘-GCTGTTGCACGGCGAACCCGGGT 
TCTGGTGGGAG-3‘ 
5‘-CCAGAACCCGGGTTCGCCGTGCA 
ACAGCAACAG-3‘ 

Einfügen der Mutation W38E in 
eine EchA-Variante 

EchA-W38N-FW 
 
EchA-W38N-RV 

5‘-GCTGTTGCACGGCAACCCCGGGTT 
CTGGTGGGAG-3‘ 
5‘-CCAGAACCCGGGGTTGCCGTGCAA 
CAG-3‘ 

Einfügen der Mutation W38N in 
eine EchA-Variante 

EchA-F108W-FW 
EchA-F108W-RV 

5’-CCATGACTGGGCGGCCATCGTCC-3’ 
5’-GATGGCCGCCCAGTCATGGCCAA 
CG-3’ 

Einfügen der Mutation F108W in 
eine EchA-Variante 

EchA-Y152W-FW 
 
EchA-F152W-RV 

5’-CGAGTCGTGGTGGTCGCAATTCCAT 
CAAC-3’ 
5’-GGAATTGCGACCACCACGACTCGTG 
GAC-3’ 

Einfügen der Mutation F152W in 
eine EchA-Variante 
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EchA-Y215W-FW 
 
EchA-Y215W-RV 

5‘-ACATTCACGGAGGCTTCAACTACTG 
GCGTGCCAACATAAGG-3‘ 
5‘-CCTTATGTTGGCACGCCAGTAGTTG 
AAGCCTCCGTGAATGT-3‘ 

Einfügen der Mutation Y215W in 
eine EchA-Variante 

EchAWW-D246S-FW 
 
EchAWW-D246S-RV 

5’- AATGATATGGGGTTTGGGATCTAC 
TTGCGTGCCCTATGCT-3’ 
5‘-AGCATAGGGCACGCAAGTAGATCC 

CAAACCCCATATCATT-3‘ 

Einfügen der Mutation D246S in 
eine EchA-Variante 

EchAWW-Q134A-FW 
 
EchAWW-Q134A-RV 

5’- GCAGCGATCTTTGATCCTATCGCGC 

CCGACTTTGGGC-3’ 

5’- GCCCAAAGTCGGGCGCGATAGGAT 

CAAAGATCGCTGC-3’ 

Einfügen der Mutation Q134A in 
eine EchA-Variante 

EchAWW-Q134D-FW 
 
EchAWW-Q134D-RV 

5’- GATCTTTGATCCTATCGATCCCGAC 

TTTGGGCCGG-3’ 

5’- CCGGCCCAAAGTCGGGATCGATAG 

GATCAAAGATC-3’ 

Einfügen der Mutation Q134S in 
eine EchA-Variante 

EchA-D131E-FW 5‘-GCAGCGATCTTTGAACCTATCCAGC 

CCGAC-3‘ 

Einfügen der Mutation D131E in 
eine EchA-Variante 

EchA-D246N-RV 5‘-GGGCACGCAAGTATTTCCCAAACCC 

C-3‘ 

Einfügen der Mutation D246N in 
eine EchA-Variante 

EchA-W38Sat-FW 
 
EchA-Y152Sat-RV 

5‘-GCTGTTGCACGGCNNKCCCGGGTTC 
TGGTGGGAG-3‘ 
5‘-GGAATTGCGAMNNCCACGACTCGT 
GGAC -3‘ 

Erstellen der Sättigungs-
mutagenesebibliothek aus EchA-
WT 

Arbeiten mit dem Plasmid pMAL-c2x 

pMAL-EcoRI-FW 
pMAL-HindIII-RV 

5‘-CTGAAAGACGCGCAGAC-3‘ 
5‘-GATTAAGTTGGGTAACGC-3‘ 

Amplifikation der Gene im Vektor 
pMAL-c2x 

Primer zur Genamplifikation aus einem Genom oder Plasmid 

3DM-EcoRI-FW 
 
3DM-HindIII-RV 

5‘-CGAGGGAAGGATTTCAGAATTCATG 
TCTACGTTCGTGGC-3‘ 
5‘-CGACGGCCAGTGCCAAGCTTTTAGT 
GATGGTGATGGTG-3‘ 

Umklonieren der 3DM Mutante 
in pMAL-c2x 

glpFK-FW 
 
glpFK-RV 

5‘-ACAATTCCCCTCTAGAGATCTAACA 
AACATGCATCATG-3‘ 
5‘-TCATGCTAGCCATATGAATCGGATC 
CTGAAGAG-3‘ 

Amplifikation des glpFK 
Promotors aus dem E. coli DH5α 
Genom 

GFP-BamHI-FW 
 
GFP-HindIII-RV 

5‘-ATATAGGATCATGCGTAAAGGAGA 
ACAACTTTTCA-3‘ 
5‘-CTCTCAAGCTTATTTGTATAGTTCAT 
CCATGC-3‘ 

Amplifikation des GFP-Gens aus 
dem Plasmid pJAB130 und 
Insertion der Schnittstellen 
BamHI und HindIII 

Loop-EcoRI-FW 
 
Loop-HindIII-RV 

5‘-CGAGGGAAGGATTTCAGAATTCATG 
AGCACATTTGTTGC-3‘ 
5‘-CGACGGCCAGTGCCAAGCTTTCAAT 
GATGATGATGATG-3‘ 

Umklonieren der Loop und 
Domain Mutante in pMAL-c2x 

mutD1 
 
mutD2 

5‘-CGCCTCCAGCGCGACAATAGCGGCC 
ATC-3‘ 
5‘-CCGACTGAACTACCGCTCCGCGTTGT 
G-3‘ 

Amplifikation des mutD5 Gens 
aus dem E. coli CSH116 Genom[27] 
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6.1.6 Plasmide 

Die pET Plasmide besitzen einen IPTG induzierbaren T7-Promotor. Die Gene BS2 (pET28a), 

PFE I (pET11a) und DhlA (pET11a) wurden in pET-Vektoren integriert. Das PFE I Gen war in 

pGaston[137] integriert. Die Epoxidhydrolase EchA wurde in pJOE[138] kloniert. Das Plasmid 

pMAK705[139] mit dem temperatursensitiven Replikationsursprung pSC101 wurde, mit der 

freundlichen Genehmigung von Prof. Hamilton, von Prof. Heisig (Hamburg) bereitgestellt. 

Das Plasmid pEP wurde kommerziell bei Addgene (Addgene plasmid 11722)  erworben und 

besitzt einen ColE1-unabhängigen Replikationsursprung. 

 

Tab. 17: Übersicht der verwendeten Plasmide. 

Plasmid Antibiotikumresistenz Promotor Größe [bp] 

pET11 Ampicillin T7 5700 
pET28 Kanamycin T7 5369 
pGaston Ampicillin L-Rhamnose 2462 
pJOE2792.1 Ampicillin L-Rhamnose 4281 
pMAK705 (pMut) Chloramphenicol Lactose 5593 
pMal-c2x Ampicillin Lactose 6700 

 

6.1.7 Medien, Zusätze, Induktoren und Puffer 

 

Tab. 18: Zusammensetzung der verwendeten Medien, Zusätze, Induktoren und Puffer. 

Lösung Herstellung 

Agarosegele 

Agarosegellösung 1% (w/v) Agarose 
10% (v/v) TAE-Puffer (1x) 
2 µl Ethidiumbromid pro 40 ml 

DNA Auftragspuffer 30% (v/v) Glycerol 
25 mM EDTA 
0,2% (w/v) Bromphenolblau 

TAE-Puffer (1x) 40 mM Tris 
20 mM Essigsäure 
2 mM EDTA (pH auf 8,3 einstellen) 

Aufreinigung mittels His-Tag und MBP 

His-Tag Waschpuffer pH 7,0 10,13 g Na2HPO4 x 12 H2O 
2,99 g NaH2PO4 x H2O 
17,53 g NaCl 

His-Tag Elutionspuffer pH 7,0 10,13 g Na2HPO4 x 12 H2O 
2,99 g NaH2PO4 x H2O 
14,6 g NaCl 
10,2 g Imidazol 

MBP-Waschpuffer pH 7,4 20 mM Tris 
200 mM NaCl 
 1 mM EDTA 
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MBP-Elutionspuffer pH 7,4 20 mM Tris 
200 mM NaCl 
1 mM EDTA 
10 mM Maltose 

MES Puffer 20 mM 2-(N-Morpholin)-ethansulfonsäure (pH 5,0) 
100 mM NaCl 

Bradford Proteinbestimmung 

Bradford Stammlösung 0,1 g Coomassie-Brilliant-Blue G 250 
50 ml 50% Ethanol 
100 ml 85% Phosphorsäure 
250 ml A. dest. 

BSA-Stammlösung 10 mg/ml Rinderserumalbumin 

error prone PCR 

10x Mutagenesepuffer 70 mM MgCl2 

500 mM KCl 
100 mM Tris (pH 8) 
0,1% (w/v) Gelatine 

error prone dNTP Mix 2 µl dGTP (10 mM) 
2 µl dATP (10 mM) 
10 µl dTTP (10 mM) 
10 µl dCTP (10 mM) 
Ad 100 µl A. dest. 

SDS-Gele 

4x Lower Tris Puffer 1,5 M Tris-HCl (pH 8) 
0,4% (w/v) SDS 

4x Upper Tris Puffer 0,5 M Tris-HCl (pH 6,8) 
0,4% (w/v) SDS 

Acrylamidlösung 30% (v/v) Acrylamid 
0,8% Bisacrylamid 
in A. dest. 

APS Lösung 10% (w/v) Ammoniumpersulfat 
in A. dest. 

Coomassie Färbelösung 1 g Coomassie-Brilliant-Blue G250 
100 ml Eisessig 
300 ml Methanol 
600 ml A. dest. 

Entfärbelösung 100 ml Eisessig 
300 ml Ethanol 
600 ml A. dest. 

Laufpuffer 30,3 g Tris-HCl 
144 g Glycerol 
10 g SDS 
1 l A. dest. (pH 8,4) 

Probenpuffer 20% (v/v) Glycerol 
6% (v/v) Mercaptoethanol 
0,0025% (w/v) Bromphenolblau 
In Upper Tris Puffer 
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Sammelgel (4% Acrylamid) 0,52 ml Acrylamidlösung 
1 ml Upper Tris Puffer 
2,47 ml A. dest. 
40 µl APS 
4 µl TEMED 

Trenngel (4% Acrylamid) 3,33 ml Acrylamid 
2 ml Lower  Tris Puffer 
2,68 ml A. dest. 
40 µl APS 
4 µl TEMED 

Nährmedien und Zusätze 

10x M9-Lösung 500 mM (60 g) Na2HPO4 

220 mM (30 g) KH2PO4 

85 mM (5 g) NaCl 
200 mM NH4Cl 
ad 1 l A. dest. (autoklaviert) 

10x SOC-Lösung 0,2% (w/v) KCl 
2,0% (w/v) MgCl2 

2,0% (w/v) MgSO4 

4,0% (w/v) Glukose 
in A. dest. (sterilfiltriert) 

2x PBS (Phosphat Buffered Saline) 16 g NaCl 
0,2 g KCl 
1,42 g Na2HPO4 

0,27 g KH2PO4 
ad 1 l A. dest. 

Ampicillin Stammlösung 100 mg/ml (w/v) in A. dest. (sterilfiltriert) 

Chloramphenicol Stammlösung 50 mg/ml (w/v) in 70% Ethanol (sterilfiltriert) 

Faktor Xa Reaktionspuffer 20 mM Tris-HCl 
100 mM NaCl 
2 mM CaCl2 
pH=8,0 

Glycinpuffer pH 7,5 100 mM 7,5 g/l Glycin 
pH mit HCl einstellen 

IPTG Stammlösung 1 M Stammlösung in A. dest. (sterilfiltriert) 

Kanamycin Stammlösung 50 mg/ml (w/v) in A. dest. (sterilfiltriert) 

LB-Medium (Luria-Bertani) 0,5% (m/v) Hefeextrakt 
1% (m/v) Trypton 
1% (m/v) NaCl 
(1,5% (m/v) Agar für Agarplatten) 
in A. dest. autoklaviert 

LB-Agar 1,5% (w/v) Agar in LB-Medium 

LB-SOC 10% (v/v) 10x SOC Lösung 

Lysispuffer 50 ml 50 mM Natriumphosphatpuffer pH 7,5 
50 µl Lysozym (100 mg/ml) 
50 µl DNase (1 mg/ml) 

M9-Medium-NH4 100 ml 10x M9-Lösung 
2 ml 1 M MgSO4 (sterilfiltriert) 
1 ml 0,1 M CaCl2 (sterilfiltriert) 
ad 1 l A. dest 
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M9-Selektionsmedium 5 µl Ampicillin Stammlösung 
5 µl L-Rhamnose Lösung 
25 µl Acetonitril 
75 µl 100 mM Substrat 10 in Acetonitril 
5 ml M9-Medium-NH4 

Natriumacetatpuffer pH 4,5 100 mM 3,2 g/l CH3COONa 
3,538 ml/l CH3COOH 

Natriumphosphatpuffer pH 7,5 
50 mM 
(inklusive 160 mM NaCl) 

14,99 g/l NaH2PO4 x 12 H2O 
1,13 g/l Na2HPO4 x 7 H2O 
(9,35 g/l NaCl) 

Phenolrot Agar LB-Agar mit 
20 mg/l Phenolrot 
10 mg/l Bromthymolblau 
100mg Ampicillin 
1M IPTG 

Phenol Rot HEPES-Puffer pH 8,2 0,2 mM HEPES 
20 mg/l Phenolrot 

RF1-Puffer pH 5,8 100 mM RbCl 
50 mM MnCl2 

30 mM KOAc 
10 mM CaCl2 

15% Glycerol 

RF2-Puffer pH 7,0 10 mM RbCl 
75 mM CaCl2 
10 mM 3-(N-Morpholin)-propansulfonsäure (MOPS) 
15% Glycerol 

L-Rhamnose Lösung 20% (w/v) L-Rhamnose in A. dest. (sterilfiltriert) 

Tetracyclin Stammlösung 5 mg/ml (w/v) in 70% Ethanol (sterilfiltriert) 

Tris-HCl Puffer pH 8,0 6,07 g Tris 
ad 1 l A. dest. (mit HCl auf pH 8,0 einstellen) 

 

6.1.8 Computerprogramme 

 

Tab. 19: Computerprogramme mit Quellenangabe. 

Programm Quelle Anwendung 

3DM https://fungen.wur.nl/ Strukturbasiertes Alignment von Enzymen 

Blast http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/ Nukleotidsequenzalignment 

Caster 2.0 http://www.kofo.mpg.de/media/2/D11
08347/0987095526/ISM_tools.zip 

Generierung von denaturierten Primern 

EcoGene http://www.ecogene.org Erfassung von E. coli Genen 

Geneious http://www.geneious.com Auswerten von Nukleotidsequenzen 

PyMol http://www.pymol.org/ Erstellung von Strukturmodellen 

PDB http://www.rcsb.org Datenbank von Proteinstrukturen (pdb) 

Yasara Yasara Bioscience (Graz) Erstellung von Strukturmodellen und molekül-
dynamische Berechnungen 

 

 

http://www.ecogene.org/
http://www.rcsb.org/
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6.2 Mikrobiologische Methoden 

6.2.1 Übernachtkulturen 

Drei bzw. fünf ml LB-Medium wurde mit E. coli Zellen angeimpft. Zu der Übernachtkultur 

wurde je nach Plasmid und Stamm die entsprechende Antibiotikumstammlösung mit einer 

Verdünnung von 1:1000 zugegeben (Tab. 17). Die Übernachtkultur wurde mit Glycerolstocks 

(1:1000) oder einer Kolonie mit sterilen Zahnstochern von der Platte angeimpft. Die Kultur 

wurde über Nacht bei 37°C und 200 rpm inkubiert. Die Plasmide pMut und pMAK705 

wurden über Nacht bei 30°C und 200 rpm inkubiert. 

 

6.2.2 Stammhaltung 

Die kurzfristige Lagerung der Stämme erfolgte auf Agarplatten. Diese wurden alle vier 

Wochen überimpft. Eine Lagerung der Bakterienkulturen über zwei Monate erfolgte in 

Glycerolstocks. Diese wurden aus 800 µl Übernachtkultur und 800 µl 60% Glycerol 

hergestellt und anschließend bei -80°C gelagert. 

 

6.2.3 Kompetente Zellen 

6.2.3.1 Herstellung von chemokompetenten E. coli Zellen 

Nach Hanahan et al.[140] wurde 1 ml einer Übernachtkultur von E. coli Zellen (DH5α, 

JM109 (DE3), BL21 (DE3), JS200) zu 100 ml frischem LB-Medium gegeben, um eine OD von 

ca. 0,05 zu erhalten. Die Zellen wurden bis zu einer OD von 0,3-0,4 bei 37°C und 200 rpm 

inkubiert. Nachdem sie 15 Minuten auf Eis gekühlt wurden, wurden sie 10 min bei 4°C und 

4000 x g abzentrifugiert. Anschließend wurden die Zellen mit 20 ml RF1 Puffer gewaschen 

und 15 min auf Eis inkubiert. Danach wurde die Bakteriensuspension erneut 10 min bei 4°C 

und 4000 x g abzentrifugiert und mit 4 ml RF2 Puffer resuspendiert. Nach 15 min Inkubation 

auf Eis wurden die Zellen aliquotiert, in flüssigem Stickstoff gefroren und bei -80°C gelagert. 

 

6.2.3.2 Herstellung von elektrokompetenten E. coli Zellen 

0,5 ml einer E. coli Übernachtkultur (JM109 (DE3), BL21 (DE3)) wurden in 50 ml frisches LB 

gegeben und bis zu einer OD von 0,5-0,7 bei 37°C und 200 rpm inkubiert. Die Zellen wurden 

15 min auf Eis abgekühlt und 10 min bei 4000 x g und 4°C abzentrifugiert. Das Pellet wurde 

dreimal mit je 20 ml gekühlter und steriler 10% Glycerollösung gewaschen und zum Ende in 
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500 µl eiskalter Glycerollösung resuspendiert. Die Zellen wurden aliquotiert, in flüssigem 

Stickstoff schockgefroren und bei -80°C gelagert. 

 

6.2.3.3 Transformation von E. coli Zellen mittels Hitzeschock 

Zu den aliquotierten und chemokompetenten E. coli Zellen wurde 1 µl (Plasmid-

transformation) bzw. 5 µl (Transformation einer Ligation oder Megawhop) DNA gegeben. Die 

Zellen wurden 30 min auf Eis inkubiert, 30 Sekunden im Wasserbad bei 42°C geschockt und 

anschließend 2 min auf Eis abgekühlt. Nach Zugabe von 450 µl SOC wurden die Zellen 1 h bei 

37°C und 200 rpm inkubiert und anschließend auf eine Agarplatte mit dem entsprechenden 

Antibiotikum ausplattiert. 

 

6.2.3.4 Transformation von E. coli Zellen mittels Elektroporation 

Zu den aliquotierten und elektrokompetenten E. coli Zellen wurde 1 µl (Plasmid-

transformation) DNA gegeben. Die Bakteriensuspension wurde direkt in eine vorgekühlte 

Elektroporationsküvette pipettiert und für 5 ms bei 2500 V geschockt. Unmittelbar nach dem 

Elektroschock wurde 1 ml SOC in die Küvette gegeben und die Zellsuspension in ein steriles 

Eppendorf Gefäß überführt. Dieses wurde 1 h bei 37°C und 200 rpm inkubiert, bevor die 

Bakterien auf Agarplatten mit dem entsprechenden Antibiotikum ausplattiert wurden. 

 

6.2.4 Kultivierung und Proteinexpression 

6.2.4.1 Kultivierung im Schüttelkolben 

Zu 500 ml Medium wurden 500 µl einer 100 mg/ml Ampicillin- (pET11a, pJOE, pGaston, 

pMal-c2x), 50 mg/ml Kanamycin- (pET24, pET28a) bzw. 25 mg/ml Chloramphenicollösung 

(pEP, pHSG576) zugegeben und bei 37°C und 200 rpm 4 h inkubiert. Die Plasmide pMut und 

pMAK705 mit dem temperatursensitiven Replikationsursprung wurden mit 25 µg/ml 

Chloramphenicol bei 30°C und 200 rpm über 5 Stunden inkubiert. Die Induktion erfolgte mit 

500 µl einer 0,1 M IPTG-Lösung (pET11a, pET24a, pET28a, pMut) bzw. mit 5 ml einer 

20%igen Rhamnoselösung (pJOE, pGaston). Die Expression der Proteine erfolgte 12 Stunden 

bei 30°C und 200 rpm. Anschließend wurden die Zellen abzentrifugiert (20 min, 4000 x g, 

4°C) und zweimal mit 50 mM Natriumphosphatpuffer pH 7,5 (Esterasen, Epoxidhydrolasen) 

bzw. mit 50 mM Tris-H2SO4 pH 8,2 (Dehalogenasen) gewaschen. Der Aufschluss erfolgte bei 

kleinen Mengen mittels Ultraschall (1 min, 50% Puls, 40% Amplitude) und bei großen 
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Mengen mittels FrenchPress. Der Aufschluss wurde im Anschluss abzentrifugiert (45 min, 

10000 x g, 4°C). Nach Zugabe von 10% Glycerol wurde der Überstand bei 4°C gelagert. Eine 

alternative Aufschlussmöglichkeit erfolgte mit dem Zellhomogenisator FastPrep 24. Die 

Pellets wurden in 2 ml 50 mM kaltem Natriumphosphatpuffer pH 7,5 resuspendiert und zu 4 

ml Silicagelmatrix mit einer Partikelgröße von 0,1 mm gegeben. Die Proben wurden bei 4 

m/s je 40 Sekunden aufgeschlossen. Danach wurden die Zellen auf Eis abgekühlt und im 

Anschluss die Zelltrümmer abzentrifugiert (45 min, 10000 x g, 4°C). 

 

6.2.4.2 Kultivierung in MTP 

Die Kolonien der Mutantenbibliotheken wurden mit sterilen Zahnstochern bzw. dem 

Pickroboter in 96-well Mikrotiterplatten mit 150 µl LB-Medium pro Well überimpft und über 

Nacht bei 37°C und 200 rpm kultiviert. Anschließend wurden die Mikrotiterplatten in frische 

96-well-Mikrotiterplatten mit 180 µl LB und Antibiotikum bzw. Deepwellplatten mit 1 ml LB 

und Antibiotikum gestempelt. Die über Nacht inkubierte Mikrotiterplatte wurde mit 100 µl 

60% Glycerol gemischt und bei -80°C gelagert. 

Die frisch angeimpften Platten wurden 3 h bei 37°C und 200 rpm (Mikrotiterplatte) bzw. 

600 rpm (Deepwell Platte) inkubiert und anschließend mit dem entsprechendem Induktor 

(IPTG bzw. Rhamnose) induziert. Die Überexpression der Proteine erfolgte über Nacht bei 

30°C und 200 (Mikrotiterplatte) bzw. 600 (Deepwell Platte) rpm. 

Die Mikrotiterplatten wurden 15 min bei 4°C und 4000 x g abzentrifugiert. Die Pellets wurde 

in 100 µl (Mikrotiterplatte) bzw. 800 µl (Deepwell Platte) Lysispuffer (1 mg/ml Lysozym, 

50 mM Natriumphosphatpuffer pH 7,5) resuspendiert und 1 h bei 37°C und 200 rpm 

inkubiert. Die Zelltrümmer wurden abzentrifugiert und der Überstand für die 

Aktivitätsmessungen verwendet. 

 

6.2.5 Bestimmung der kolonieformenden Einheiten (cfu) 

Die zu bestimmende Zellsuspension wurde in der Regel 1:100000 mit LB verdünnt. 50 µl 

dieser Verdünnung wurden auf Agarplatten mit Antibiotikum ausplattiert. Nach einer 

Inkubation von 12 Stunden bei 37°C wurden die Kolonien der Platte gezählt und die cfu/ml 

berechnet. 
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6.2.6 Bestimmung der Toxizität von Substraten 

25 ml Hauptkulturen wurden mit einer Übernachtkultur auf OD=0,05 angeimpft. Jede 

Hauptkultur wurde mit einer anderen Konzentration des zu untersuchenden Substrates 

versetzt. Es wurden mindestens zehn verschiedene Konzentrationen untersucht und die OD 

innerhalb von 24 Stunden verfolgt. Die minimale Hemmkonzentration entspricht der 

niedrigsten Konzentration, bei der ein Zellwachstum nicht mehr möglich ist. 

 

6.2.7 Bestimmung der Mutageneserate 

Die scheinbare Mutationsrate von Esterasen wurde durch das Verhältnis von inaktiven zu 

aktiven Esterasen nach der Mutation bestimmt. 

Die genetische Mutationsrate wurde durch die Sequenzierung von einzelnen Varianten 

bestimmt. 

 

 

6.3 Molekularbiologische Methoden 

6.3.1 Plasmidisolation 

Eine fünf-ml Übernachtkultur, mit den Bakterien, die das zu isolierende Plasmid enthielten, 

wurde abzentrifugiert (15 min, 4000 x g, 4°C). Aus dem Pellet wurden nach Herstellerangabe 

die Plasmide isoliert. Für die Plasmidisolation wurde das Genejet™ Plasmid Miniprep Kit von 

Fermentas, das innuPREP Plasmid Rapid Kit von AnalytikJena bzw. das Plasmid Mini Kit von 

QIAGEN verwendet. Im Anschluss an die Plasmidisolation konnte das Gen mit den 

geeigneten Standardprimern (Kapitel 6.1.5) sequenziert werden (GATC Biotech, Konstanz). 

  

6.3.2 Isolation von Genen aus einem Genom 

Eine fünf ml Kultur wurde mit dem entsprechenden Bakterium inokuliert, über Nacht bei 

37°C kultiviert und abzentrifugiert (15 min, 4000 x g, 4°C). Das Genom wurde gemäß 

Anleitung mit dem DNeasy Blood & Tissue Kit von QIAGEN isoliert. Im Anschluss wurde das 

Gen mit den geeigneten Primern amplifiziert und in den TOPO-Vektor mit dem TOPO® TA 

Cloning® Kit von Invitrogen kloniert. 
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6.3.3 Agarose-Gelelektrophorese 

Mittels der Gelelektrophorese wurden die DNA-Fragmente nach ihrer Größe getrennt. 

Zudem konnte in Kombination mit einem geeigneten Marker die Größe und Konzentration 

der Fragmente bestimmt werden. Je nach Größe der DNA-Fragmente wurden 0,8 oder 2%ige 

Gele verwendet. Die Agarose wurde in 1x TAE-Puffer gelöst und in der Mikrowelle 

aufgekocht. Nach Zugabe des Farbstoffes Ethidiumbromid (5 µl pro 10 ml Gelvolumen) 

wurde die Agarose in einen Laufschlitten gegossen und abgekühlt. Anschließend wurden die 

Proben aufgetragen (5 µl DNA-Probe und 2 µl Laufpuffer) und die Elektrophorese bei 100 mV 

für 40 min durchgeführt. 

Im Anschluss konnte die DNA mit einem Skalpell ausgeschnitten und mittels QIAquick Gel 

Extraction Kit aufgereinigt werden (QIAGEN). 

 

6.3.4 Nanodrop 

Zur photometrischen Bestimmung der DNA-Konzentration wurde das Nanodrop verwendet. 

Zur Quantifizierung der DNA-Menge wurde 1 µl Probe aufgetragen und die Absorption bei 

260 nm gemessen. 

 

6.3.5 Polymerasekettenreaktion (PCR) 

Zur Amplifikation von spezifischen DNA-Fragmenten wurde der PCR-Ansatz wie in Tab. 20 

erstellt. 

 

Tab. 20.1: PCR-Ansatz einer Standard-PCR.  Tab. 20.2: Temperaturprogramm einer 
Standard-PCR. 

Komponente Menge  Temperatur Zeit Zyklen 

A. dest 40,5 µl  95°C 1 min 1 

10x Reaktionspuffer 5 µl  95°C 0,5 min 

25 Templat (Plasmid mit Gen) 1 µl (50 ng)  58°C 0,5 min 

Forward Primer 1 µl  72°C 1min/1kb 

Reverse Primer 1 µl  72°C 10 min 1 

dNTP 1 µl  4°C ∞  

Pfu-Plus 0,5 µl     

 

Eine Variation der Standard-PCR ist die colony-PCR, welche als Templat Bakterienkolonien 

verwendet. Diese wurden mittels Zahnstocher in den Reaktionsansatz gegeben. Der initiale 
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Denaturierungsschritt wurde dabei auf 3-5 Minuten verlängert. Weitere PCR-Methoden zum 

Mutieren von Genabschnitten sind in Kapitel 6.4 beschrieben. 

 

6.3.6 Restriktion 

Der Restriktionsansatz wurde gemäß Tab. 21 angesetzt und zwei Stunden bei 37°C inkubiert. 

Das Enzym wurde anschließend 20 min bei 80°C inaktiviert. 

 

Tab. 21.1: Reaktionsansatz der Restriktion.  Tab. 21.2: Temperaturprogramm. 

Komponente Menge  Temperatur Zeit Zyklen 

A. dest ad 50 µl  37°C 2 h 1 
10x FD Puffer 5 µl  80°C 20 min 1 

Templat 20 µl    

 Enzym 1 2 µl  

Enzym 2 2 µl  

 

Die verdauten PCR-Produkte und Plasmidisolationen wurden mittels Gelextraktion 

aufgereinigt und für weitere Arbeiten bei -20°C gelagert. 

 

6.3.7 Ligation 

Die verdaute Plasmid-DNA wurde im Falle von sticky ends direkt nach der Gelextraktion mit 

dem Insert ligiert. Vor dem Ansetzen einer blunt end Ligation wurde der verdaute Vektor 

erst eine Stunde mit 1 µl alkalischer Phosphatase dephosphoryliert um eine Religation des 

Vektors zu verhindern. Der Ligationsansatz wurde nach Tab. 22 angesetzt. Das molare 

Verhältnis von Vektor : Insert sollte dabei zwischen 1:2 und 1:5 liegen. 

 

Tab. 22.1: Reaktionsansatz der Ligation.  Tab. 22.2: Temperaturprogramm. 

Komponente Menge  Temperatur Zeit Zyklen 

A. dest 6 µl  25°C 2 h 1 
5x T4-Puffer 2,4 µl  18°C 4 h 1 
Plasmid 1 µl (50 ng)  16°C 3 h  1 
Insert 2 µl (100 ng)  12°C 3 h  1 
T4-Ligase 0,5 µl  10°C 2 h  1 

   70°C 10 min 1 

 

Der Ligationsansatz wurde direkt nach Ligation in chemisch kompetente E. coli DH5α Zellen 

transformiert. 
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6.3.8 Megawhop 

Der Megawhopansatz zum Ersetzen des Originalgens in einem Vektor durch eine homologe 

Genvariante wurde nach Tab. 23 angesetzt. 

 

Tab. 23.1: Reaktionsansatz der Megawhop.  Tab. 23.2: Temperaturprogramm. 

Komponente Menge  Temperatur Zeit Zyklen 

A. dest 30 µl  68°C 5 min 1 

10x Pfu-Puffer 5 µl  95°C 1 min 1 

Plasmid 1 µl (50 ng)  95°C 30 sec 

10 Megaprimer (z. B. epPCR-Produkt) 12 µl  55°C 30 sec 

dNTPs 1 µl  68°C 7 min 

Pfu-Plus 0,5 µl  95°C 30 sec 

14    55°C 30 sec 

   68°C 11 min 

 

Der Ansatz wurde direkt nach der Megawhop zwei Stunden mit DpnI bei 37°C verdaut und 

anschließend in chemisch kompetente E. coli DH5α oder E. coli TOP10 Zellen transformiert. 

 

6.3.9 FastCloning 

Es wurden vier Primer synthetisiert, die einerseits mit dem zu ligierenden Gen und 

andererseits mit dem Zielvektor überlappen (siehe auch Abb. 6). 

Das Gen und der Zielvektor wurden in zwei PCR’s amplifiziert. Beide Amplifikate wurden 

anschließend vereinigt, mit DpnI verdaut und in TOP10 Zellen transformiert. Mit dieser 

Methode können zum Beispiel Hybride erstellt werden, die im Falle der 

α/β-Hydrolasefaltungsenzyme aus der Main-Domäne einer Esterase und der Cap-Domäne 

einer Dehalogenase bestehen.[36] 

  

 

6.4 Mutagenesemethoden 

6.4.1 In vitro Mutagenesemethoden 

6.4.1.1 Fehlerbehaftete PCR (epPCR) 

Die epPCR wird mit einer Polymerase ohne Fehlerkorrektur und Manganionen durchgeführt. 

Zudem wird ein Ungleichgewicht der Nukleotidtriphosphate genutzt, um die Verfügbarkeit 

einzelner Basen zu verringern. Die Anlagerungstemperatur wird verringert, um den Primern 
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unter diesen Bedingungen ein Anlagern an das Templat zu ermöglichen (Tab. 24). Die 

Mutageneserate wird durch die Variation der Manganionenkonzentration reguliert. 

 

Tab. 24.1: epPCR Ansatz.  Tab. 24.2: Temperaturprogramm. 

Komponente Menge  Temperatur Zeit Zyklen 

A. dest 41 µl  95°C 3 min 1 

10x Mutagenesepuffer 5 µl  95°C 1 min 

30 Templat (Plasmid mit Gen) 1 µl (50 ng)  53°C 1 min 

Forward Primer 1 µl  72°C 1min/1kb 

Reverse Primer 1 µl  72°C 5 min 1 

MnCl2 (10 mM) 1-3 µl  4°C ∞  

error prone dNTP-Mix 1 µl     
Taq-Polymerase 1 µl     

  

Zur Optimierung des bias wurde das Genemorph® II Random Mutagenesis Kit von Stratagene 

eingesetzt, welches statt der Taq-Polymerase einen Polymerase-Mix (Mutazyme II) 

verwendet. Dieser erlaubt einen ausgeglicheneren Nukleotidaustausch. Die Mutageneserate 

wurde in diesem Falle durch die Konzentration des Templates und der Anzahl der Zyklen 

reguliert. Eine hohe Mutageneserate wurde durch Einsatz von 50 ng Plasmid mit dem zu 

mutierendem Gen erreicht. Die Durchführung erfolgte nach Anleitung. 

Nach der Mutagenese wurden die PCR-Produkte mittels Gelextraktion aufgereinigt und mit 

einer Ligation oder Megawhop in das entsprechende Plasmid integriert. 

 

6.4.1.2 Positionsgerichtete Mutagenese 

Für eine zu mutierende Position wurden zwei Primer erstellt, welche die gewünschte 

Mutation enthielten. Nach dem Binden der beiden Primer an das Wildtypgen, wurde mittels 

PCR das Gen und das Plasmid amplifiziert (Tab. 25). 

 

Tab. 25.1: Reaktionsansatz der positionsgerichteten 
Mutagenese. 

 Tab. 25.2: Temperaturprogramm. 

Komponente Menge  Temperatur Zeit Zyklen 

A. dest 40,5 µl  95°C 3 min 1 

10x Reaktionspuffer 5 µl  95°C 0,5 min 

30 Templat (Plasmid mit Gen) 1 µl  58°C 0,5 min 

Forward Primer 1 µl  72°C 1min/1kb 

Reverse Primer 1 µl  72°C 10 min 1 

dNTP 1 µl  4°C ∞  

Pfu-Plus 0,5 µl     
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Wurden zwei oder mehrere Positionen substituiert, enthielt der forward Primer die erste 

Mutation, während im reverse Primer die zweite Mutation integriert ist. Das entstehende 

PCR-Produkt diente in der darauffolgenden PCR als Megaprimer (Kapitel 6.3.8). Durch die 

degenerierten Primer wurden die Mutationen in das neu amplifizierte Gen integriert. 

Unabhängig von der Anzahl der zu mutierenden Positionen und der Methode der 

positionsgerichteten Mutagenese wurden die Ansätze anschließend mit 1 µl DpnI inkubiert 

(1 h 37°C, 20 min 80°C), um die methylierte Parental-DNA zu verdauen. Die Transformation 

erfolgte in chemisch kompetente E. coli DH5α oder E. coli TOP10 Zellen. 

Eine Möglichkeit der positionsgerichteten Mutagenese ist die Sättigungsmutagenese mit der 

eine Aminosäure durch zwei oder mehrere Aminosäuren ersetzt wird. Mit einem 

degenerierten Primer, der für mindestens zwei verschiedene Tripletts kodiert, ist es möglich 

eine Mutantenbibliothek zu erzeugen, die an einer Position mit mehreren Aminosäuren 

gesättigt ist. 

  

6.4.2 In vivo Mutagenesemethoden 

6.4.2.1 Mutatorstamm XL1-red 

Der Mutatorstamm Epicurian coli® XL1-red von Stratagene besitzt Mutationen in der DNA-

Reparaturmaschinerie, die die Missmatch-Reparatur (mutS), die Exonukleaseaktivität (mutD) 

und die Fähigkeit 8-oxo-dGTP zu hydrolysieren (mutT) verringern. 

Die kompetenten XL1-red Zellen wurden auf Eis aufgetaut und mit 25 mM 

β-Mercaptoethanol gemischt. Die Zellen wurden anschließend 10 min auf Eis inkubiert und 

regelmäßig durchmischt. 1 µl des zu mutierenden Plasmids wurde dazugegeben und 30 min 

auf Eis inkubiert. Danach wurden die Zellen für 45 s bei 42°C im Wasserbad geschockt und 

weitere 2 min auf Eis inkubiert. Im Anschluss wurden 0,9 ml vorgewärmtes (37°C) 

SOC-Medium zugegeben und die Zellen bei 37°C für 1 h und 200 rpm inkubiert. Die 

Transformation wurde auf Agarplatten mit dem entsprechenden Antibiotikum ausplattiert 

und 30 h bei 37°C inkubiert. 

Die Kolonien wurden in 50 LB mit entsprechendem Antibiotikum gelöst und über Nacht 

inkubiert. Um die Mutageneserate zu erhöhen, wurden die Zellen nach je 24 Stunden in 

frisches Medium mit Antibiotikum überimpft. 
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6.4.2.2 UV-Mutagenese 

Frisch transformierte E. coli JM109 (DE3) Zellen wurden in LB mit dem entsprechenden 

Antibiotikum angeimpft und unter Ausschluss von Licht bis zu einer OD von 0,5-0,7 bei 37°C 

und 200 rpm kultiviert. Anschließend wurde die Kultur in 5 ml Aliquots aufgeteilt, 

abzentrifugiert und in 5 ml steriler 0,9%iger NaCl-Lösung resuspendiert und in 

lichtundurchlässige Falkons überführt. Die Aliquots wurden 10 min auf Eis inkubiert und im 

Dunkeln in eine Petrischale überführt. Die Zellsuspension in den Petrischalen wurde in einem 

Abstand von 20 cm unter die UV-Lampe gestellt und zwischen 0 Minuten und 10 Minuten 

den UV-Strahlen (254 nm und 315 nm) ausgesetzt. Nach der UV-Mutagenese wurden die 

Zellen in 20 ml LB mit Antibiotikum eine Stunde bei 37°C und 200 rpm regeneriert. Im 

Anschluss wurden 0,1 ml der regenerierten Zellen auf Agarplatten mit Antibiotikum 

ausplattiert. 

 

6.4.2.3 Mutagenese mit MNNG und EMS 

Die Arbeiten mit MNNG und EMS wurden auf Grund ihrer Toxizität mit äußerster Vorsicht 

durchgeführt. Das MNNG wurde nach dem Lösen in DMSO (20 mg/ml) aliquotiert und bei -

20°C gelagert. Jedes Aliquot wurde nur einmal aufgetaut, verwendet und anschließend 

verworfen, um zu verhindern, dass sich die instabile Substanz beim Auftauen und Einfrieren 

zersetzt.[141] Je nach Mutageneseansatz wurden die Zellen mit MNNG oder EMS über 

mehrere Stunden bei 37°C und 200 rpm inkubiert. 

 

6.4.2.4 Mutagenese mit pEP 

Das zu mutierende Gen wurde hinter einen ColE1-Replikationsursprung kloniert. Im 

Anschluss wurde das zu mutierende Plasmid mit dem Mutatorplasmid pEP in E. coli JS200 

kotransformiert. Die Mutagenese erfolgte bei 42°C und 200 rpm über Nacht. Durch eine 

anschließende Regeneration der Zellen bei 30°C und 200 rpm über Nacht wurde die 

Mutagenese gestoppt.[28, 142] Die Zellen können beliebig oft alle 24 Stunden in neues Medium 

transferiert werden, um die Mutationsrate durch die längere Inkubation zu erhöhen. 
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6.4.2.5 Mutagenese mit pMut 

Nach der Transformation des Mutatorplasmids (Ampicillin- und Chloramphenikolresistenz) 

und eines Gens nach Wahl (der Vektor muss eine andere Resistenz besitzen) wurden die 

Zellen 24 Stunden bei 30°C und 200 rpm inkubiert. Um die Mutationsrate zu erhöhen kann 

die Kultur nach einem Überimpfen erneut für 24 Stunden bei 30°C und 200 rpm inkubiert 

werden. 

Zur Entfernung des Mutatorplasmids wurde eine 25 ml Übernachtkultur angesetzt und bei 

43°C und 200 rpm inkubiert. Anschließend wurden mit 50 µl der ÜN-Kultur eine 5 ml Kultur 

angeimpft, welche 8 Stunden bei 43°C und 200 rpm inkubiert wurde. Aus dieser Kultur 

wurde eine neue Übernachtkultur angesetzt und bei 43°C und 200 rpm inkubiert. Mit dieser 

wurde eine Plasmidisolation durchgeführt. Alle curing-Schritte wurden ohne 

Chloramphenikol und Ampicillin durchgeführt.[27, 143] 

 

 

6.5 Biochemische Methoden 

6.5.1 Aufreinigung von Proteinen 

6.5.1.1 Aufreinigung über Metallaffinitätschromatographie 

Alle Proteine mit vorhandenem His-Tag (Proteine, welche mit den Plasmiden pET oder pJOE 

exprimiert wurden) wurden mittels Metallaffinitätschromatographie aufgereinigt. 3 ml 

Talon®-Resin wurden in eine 25 ml Plastiksäule gefüllt und dreimal mit 10 ml His-Tag-

Waschpuffer äquilibriert. Die Säule wurde mit 10 bis 20 ml Proteinlösung eine Stunde mit Eis 

auf einem Rotationsschüttler inkubiert. Die Säule wurde zum Entfernen der unspezifischen 

Proteine anschließend dreimal mit 10 ml His-Tag-Waschpuffer 10 Minuten inkubiert. Dann 

erfolgte die Elution mit 5 mal 5 ml His-Tag-Elutionspuffer. Nach Zugabe des His-Tag-

Elutionspuffer wurde die Säule 2-5 Minuten auf Eis inkubiert und zum Schluss mit 10 ml 

His-Tag-Waschpuffer, 3 ml MES Puffer und 3 ml A. dest gewaschen. Sie wurde mit 20%igem 

Ethanol gelagert. 

Das eluierte Protein wurde mittels Centricons konzentriert und per Dialyse umgepuffert, um 

das Imidazol zu entfernen. Die Enzyme wurden bei 4°C gelagert und gegebenenfalls mit 

Glycerol (10% Endkonzentration) gemischt, um die Stabilität der Proteine über einen 

längeren Zeitraum zu gewährleisten. 
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6.5.1.2 Aufreinigung über das Maltosebindeprotein 

Die Esterasevarianten, die mit dem Maltosebindeprotein exprimiert wurden (pMAL-c2x), 

wurden mittels Amyloseresin aufgereinigt. 

Die 25 ml Säule wurde mit 3 ml Resin gefüllt und mit 30 ml MBP-Waschpuffer äquilibriert. Im 

Anschluss wurde die Säule mit 20 ml der Proteinlösung auf Eis eine Stunde mit einem 

Rotationsschüttler inkubiert und dreimal je 10 Minuten auf dem Rotationsschüttler mit 

10 ml MBP-Waschpuffer gewaschen. Anschließend wurde das Protein fünfmal je 3 Minuten 

auf dem Rotationsschüttler mit 5 ml MBP-Elutionspuffer inkubiert und anschließend eluiert. 

Die Säule wurde danach mit 10 ml MBP-Puffer gewaschen und in 20%igem Ethanol gelagert. 

Die Elutionsfraktion wurde mittels Centricons konzentriert und umgepuffert. 

Das Maltosebindeprotein konnte mit dem Faktor Xa vom Enzym entfernt werden. 48 µl 

aufgereinigte Enzymlösung wurde mit 2 µl Faktor Xa gemischt und 6 Stunden bei 

Raumtemperatur inkubiert. Im Anschluss wurde das Enzym mittels His-Tag Aufreinigung 

(Kapitel 6.5.1.1) vom Maltosebindeprotein getrennt. 

 

6.5.2 SDS-PAGE 

Die Proteinlösung wurde im Verhältnis 1:1 mit dem SDS-Probenpuffer gemischt und bei 95°C 

für fünf Minuten denaturiert. Nachdem die Polyacrylamidgele (Tab. 26) gegossen wurden, 

wurden die Gele mit SDS-Laufpuffer in die Laufkammer gespannt. 

 

Tab. 26: Zusammensetzung der Polyacrylamidgele. 

Lösung Sammelgel Trenngel 

A. dest 2,67 ml 2,47 ml 
Lower Tris (pH 8,0) 2 ml - 
Upper Tris (pH 6,8) - 1 ml 
Acrylamidlösung 3,33 ml 0,52 ml 
APS 40 µl 40 µl 
Tetramethylethylendiamin (TEMED) 4 µl 4 µl 

 

Nachdem die denaturierten Proteine und der Marker auf das Gel aufgetragen wurden, lief 

das Gel bei 200 V und 30 mA eine Stunde. Im Anschluss wurde das Gel 1 Stunde mit 

Coomassie gefärbt und 2-3-mal je 30 Minuten mit Entfärber entfärbt. 
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6.5.3 Proteinbestimmung nach Bradford 

Je 15 µl der BSA-Standards zwischen 0 und 500 µg/ml wurde in Mikrotiterplatten-

vertiefungen pipettiert. Die zu bestimmende Proteinlösung wurde so weit verdünnt, dass sie 

in dem Bereich zwischen 0 und 500 µg/ml lag. Von dieser Verdünnung wurden ebenfalls 

15 µl in die Wells der Mikrotiterplatte gegeben. Die Proben wurden mit 300 µl filtrierter 

Bradfordlösung (1:5 mit A. dest verdünnt) gemischt und bei einer Absorption von 595 nm 

gemessen.[144] 

 

 

6.6 Assaysysteme 

6.6.1 Biokatalysen 

Es wurden neben Ganzzellbiokatalysen und Biokatalysen mit Zellextrakt auch Biokatalysen 

mit aufgereinigtem Enzym durchgeführt. Wenn nicht anders erwähnt wurden die 

Biokatalysen mit aufgereinigtem Enzymen durchgeführt. Die Enzymmenge lag dabei 

zwischen 100 µg für Mikrotiterplattenbiokatalysen im 200 µl Maßstab bis 1000 µg in Vials im 

500 µl Maßstab. Die Substratkonzentration lag, wenn nicht anders erwähnt bei 20 mM, 

gelöst in Acetonitril (Dehalogenase- und Epoxidhydrolasesubstrate) bzw. DMSO 

(Esterasesubstrate). 

Neben den Einzelsubstraten wurden zur Bestimmung der Epoxidhydrolase- und 

Dehalogenaseaktivität auch Substratgemische verwendet. Die Substrate 5, 10, 13, 17, 19, 23 

und 61 wurden im Falle des Dehalogenasesubstratgemisches zu je 100 mM in Acetonitril 

gemischt. Die Substrate 31, 33, 35, 39, 41, 43, 63 und 64 wurden im Falle des 

Epoxidhydrolasesubstratgemisches zu je 100 mM in Acetonitril gemischt (Kapitel 3.2.1.3 und 

3.2.2.2). 

Zur Durchmusterung großer Mutantenbibliotheken wurden mehrere Klone aus den 

Mikrotiterplatten zusammen kultiviert. Elf Klone wurden zusammen kultiviert, induziert und 

aufgereinigt. Aus diesem Enzymgemisch wurde eine Ganzzellbiokatalyse angesetzt und 

mittels GC-MS ausgewertet. 

Die Biokatalysen wurden bei 37°C über Nacht (Esterasen und Epoxidhydrolasen) bzw. über 

drei Tage (Dehalogenasen) geschüttelt. 
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6.6.1.1 Extraktion der Esterasesubstrate und -produkte 

Der pH-Wert der Biokatalyse wurde mit verdünnter Natriumhydroxidlösung erhöht, um die 

sauren Produkte zu extrahieren. 500 µl Ethylacetat wurde zu 500 µl Biokatalyse gegeben und 

1 min gevortext. Im Anschluss wurde die Ethylacetatphase mit wasserfreiem Natriumsulfat 

getrocknet und erneut zentrifugiert. Danach wurde die Biokatalyse mit verdünnter Salzsäure 

angesäuert, um die Substrate zu extrahieren. Es wurde 500 µl Ethylacetat zu der Biokatalyse 

gegeben, 1 min gevortext, die organische Phase separiert, getrocknet und in ein Vial 

überführt. Die basischen und sauren Extraktionen wurden separat mittels HPLC analysiert. 

 

6.6.1.2 Extraktion der Dehalogenasesubstrate und -produkte 

500 µl der Biokatalyse wurden mit 500 µl Diethylether gevortext und anschließend 

abzentrifugiert. Die obere Phase wurde in ein Eppendorfgefäß mit wasserfreiem 

Natriumsulfat überführt und wieder gevortext. Nach einem erneuten Abzentrifugieren 

wurde der Diethylether mit den Produkten und Substraten in ein Vialinsert überführt und 

per GC-MS mit einer BPX5-Säule (5% Phenylpolysilphenylensiloxan, SGE, Milton Keynes, UK) 

analysiert. 

 

6.6.1.3 Extraktion der Epoxidhydrolasesubstrate und -produkte 

Die Biokatalyse wurde mit Extrelut®NT getrocknet und anschließend mit 500 µl Ethylacetat 

gevortext. Nach dem Abzentrifugieren wurde die obere Phase in ein Eppendorfgefäß mit 

wasserfreiem Natriumsulfat überführt und erneut gevortext. Nach einem weiteren 

Zentrifugationsschritt wurde das Ethylacetat mit den Produkten und Substraten in ein 

Vialinsert überführt und per GC-MS mit einer BPX5-Säule (5% Phenylpolysilphenylensiloxan, 

SGE, Milton Keynes, UK) analysiert. 

 

6.6.2 Dehalogenaseassays 

6.6.2.1 Phenolrotassay auf Agarplatten 

Die Klone wurden auf eine Phenolrotagarplatte mit Induktor gestempelt und über Nacht bei 

30°C inkubiert. Die Substrate wurden anschließend in unterschiedlichen Konzentrationen auf 

den Deckel der Petrischale pipettiert. Die Petrischale wurde mit Parafilm verschlossen und 

bei 37°C über Nacht inkubiert. 
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6.6.2.2 Phenolrotassay in Mikrotiterplatten 

Nach Expression der Proteine in Mikrotiterplatten wurden 50 µl der ganzen Zellen in 140 µl 

Phenolrot-HEPES-Puffer pipettiert. Nach Zugabe von 10 µl Substratmix (100 mM 

Stammlösung) wurde bei 540 nm gemessen (Blank). Die Mikrotiterplatten wurden Luftdicht 

verschlossen und 24 Stunden bei 37°C und 200 rpm inkubiert. Anschließend wurde die Platte 

bei 540 nm gemessen (Messwert). Die Berechnung der relativen Aktivität erfolgte mit 

folgendem Algorithmus: 

 

WENN[(Blank der Mutante) – (Messwert der Mutante)]>0 DANN [(Blank der 

Negativkontrolle) – (Messwert der Negativkontrolle)] – [(Blank der Mutante) – (Messwert der 

Mutante)] 

 

Mit dem Algorithmus wird geprüft, ob die Wells gelb sind und ob sich die Absorption bei 

540 nm im Laufe der Zeit im Vergleich zur Negativkontrolle verändert hat. Ein Wert kleiner 

als -0,3 deutet auf eine aktive Mutante hin.[116] 

Alternativ wurde der Substratumsatz mit aufgeschlossenem Protein untersucht. Die Enzyme 

wurden nach dem Aufschluss mittels Centricons in Phenolrotpuffer umgepuffert. 10 µl 

Substrat (100 mM in Acetonitril) wurden mit 100 µg Enzym vermischt. Die Wells wurden mit 

Phenolrotpuffer auf 200 µl aufgefüllt. Die Messung und Inkubation der Biokatalyse erfolgte 

äquivalent zur Ganzzellbiokatalyse. 

 

6.6.2.3 Tryptophanquenching zur Bestimmung der Substratbindung 

140 µl Tris-H2SO4-Puffer pH 8,5 wurde mit 10 µl Enzymlösung (Endkonzentration 10 µg 

Enzym pro Well) und 10 µl Substrat (5 mM bis 60 mM in Acetonitril) gemischt. Die 

Mikrotiterplatte wurde sofort im Spektralphotometer gemessen (Exzitation: 298 nm, 

Emission: 348 nm). Der Quenchingwert wurde berechnet, indem der Quotient von F0 

(Quenching ohne Substrat) und F (Quenching mit Substrat) gebildet wurde. 

 

6.6.2.4 Selektionsassay mit 3-Chlor-1,2-propan 

Die durch Sättigungsmutagenese erzeugten Mutantenbibliotheken wurden in TOP10 Zellen 

in 5 ml LB transformiert und über Nacht bei 37°C und 180 rpm inkubiert. Die Plasmide 

wurden isoliert und in BL21 (DE3) Zellen in 5 ml LB transformiert und über Nacht bei 37°C 
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und 180 rpm inkubiert. Eine 30 ml Kultur wurde aus der Transformation 1:100 angeimpft 

und bis zu einer OD von 0,4 bei 37°C inkubiert. Die Zellen wurden nach Induktion mit 

Rhamnose über Nacht bei 30°C und 180 rpm geschüttelt. 

5 ml M9-Selektionsmedium wurden mit 50 µl, auf OD=10 angereicherte und mit M9-Medium 

gewaschene Zellsuspension der induzierten Zellen inokuliert und bei 37°C und 180 rpm über 

Nacht inkubiert. 50 µl einer 1:10000 Verdünnung wurden auf LB-Agar ausplattiert, während 

der Rest abzentrifugiert und das Pellet in 1 ml Selektionsmedium aufgenommen wurde. Die 

Zellsuspension wurde mit 4 ml frischem Selektionsmedium bei 37°C und 180 rpm über Nacht 

inkubiert. Dies wurde über mehrere Tage wiederholt. 

 

6.6.3 Adrenalinassay zur Bestimmung der Epoxidhydrolaseaktivität 

Im Anschluss an die Expression der Mutanten in Mikrotiterplatten wurden 20 µl der ganzen 

Zellen mit 150 µl 10 mM Natriumphosphatpuffer (160 mM NaCl, pH=7,4) und 10 µl 100 mM 

Epoxidhydrolasesubstratmix in Acetonitril gemischt. Die Mikrotiterplatte wurde luftdicht 

verschlossen und 24 Stunden bei 37°C und 200 rpm inkubiert. Nach Zugabe von 40 µl 

Natriumperiodat (10 mM in A. dest) wurde der Blank bei 485 nm gemessen. Innerhalb von 

zwei Minuten nach der Zugabe des Natriumperiodats wurde 20 µl Adrenalin (10 mM in H2O) 

zugegeben und der Messwert bei 485 nm bestimmt.[42] 

 

6.6.4 Esteraseassays 

6.6.4.1 Agarplattenassay 

Eine Agarplatte mit Esterasevarianten wurde auf eine IPTG-enthaltende Agarplatte 

gestempelt und bei 30°C über Nacht inkubiert. Anschließend wurde 50 ml einer 0,5%igen 

Agaroselösung erhitzt, mit 833 µl α-Naphthylacetatlösung (19,2 mg/ml in DMF), sowie 833 µl 

Fast Blue RR-Salzlösung (53,4 mg/ml in DMSO) gemischt und auf die Agarplatte mit den 

induzierten Esterasevarianten gegeben.[145] 

 

6.6.4.2 pNPA-Assay 

Die in Mikrotiterplatten kultivierten, induzierten und aufgeschlossenen Zellen mit den 

Esterasevarianten wurden 1:10 in Natriumphosphatpuffer (50 mM, pH 7,5) verdünnt. 

Nachdem 190 µl der Verdünnung in eine neue Mikrotiterplatte pipettiert wurden, wurde 
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10 µl des Substrates pNPA (10 mM in DMSO) zupipettiert und die Absorption bei 410 nm 

über 10 Minuten bei 25°C gemessen. 

 

6.6.4.3 Para-Nitrophenyl-3-Phenylbuttersäure-Assay 

Zur Bestimmung der Enantioselektivität gegenüber dem Phenylbuttersäureester wurden die 

aufgeschlossenen Zellen mit den Esterasevarianten 1:3 in Natriumphosphatpuffer (50 mM, 

pH 7,5) verdünnt und je 185 µl der Verdünnung in zwei neue Mikrotiterplatten pipettiert. 

Auf die erste Mikrotiterplatte wurde 15 µl des (R)-Enantiomers und auf die zweite 

Mikrotiterplatte 15 µl des (S)-Enantiomers pipettiert, bevor die Absorption bei 410 nm über 

zehn Minuten gemessen wurde. Anhand des Verhältnisses der Aktivitäten der beiden 

Enantiomere lässt sich der scheinbare E-Wert berechnen. 

 

6.6.4.4 Resorufinassay 

Nach Henke & Bornscheuer[47] wurden je 10 µl des aufgeschlossenen Enzyms in zwei 

Mikrotiterplatten, die für eine Fluoreszenzmessung geeignet waren, pipettiert. Die 

Enzymlösung wurde mit 90 µl Natriumphosphatpuffer (50 mM, pH 7,5) und 20 µl (R)- bzw. 

(S)-Resorufinester (1 mM in DMSO) gemischt. Die Fluoreszenz wurde bei 544 nm Exzitation 

und 590 nm Emission über zehn Minuten gemessen. Anhand des Aktivitätsunterschieds 

zwischen dem (R)- und (S)-Enantiomer konnte die scheinbare Enantioselektivität berechnet 

werden. 

 

6.6.4.5 Hochdurchsatzassay mittels Durchflusszytometer 

Die zu durchmusternden Zellen wurden nach Animpfen einer 30 ml Kultur aus einer 

Übernachtkultur vorinduziert und über Nacht bei 30°C und 180 rpm inkubiert. Nachdem die 

Zellen mit M9-Medium gewaschen wurden, wurde 5 ml Selektionsmedium mit den 

gewaschenen Zellen angeimpft (OD 10). Das Selektionsmedium mit den Zellen wurde bis zu 

48 Stunden bei 37°C inkubiert. 10 µl des Selektionsansatzes wurden mit 0,1 µl 

Propidiumiodid und 0,1 µl SYTO® 9 gemischt, 10 Minuten inkubiert und anschließend 1:100 

mit Natriumphosphatpuffer (50 mM, pH 7,5) verdünnt und im CyFlow® Space analysiert. 

Vor jeder Messung wurde das CyFlow® Space mit 3 µm Calibration Beads (Partec 05-4018) 

kalibriert. 
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6.6.5 Bestimmung der Enzymaktivität mittels isothermer Titrationskalorimetrie (ITC) 

Die aufgereinigte Proteinlösung wurde per Dialyse mit 100 mM Glycinpuffer (pH 8,6) über 

Nacht umgepuffert. Um zu gewährleisten, dass die Substrate in dem identischen Puffer 

gelöst werden, wie die Enzyme, wurde der benutzte Dialysepuffer gelagert und zum Lösen 

der Substrate, sowie als Referenzlösung für die Referenzkammer verwendet. Es wurde eine 

20 mM 1,2-Dibromethanlösung in Dialysepuffer und eine 1 mg/ml Enzymlösung in 

Dialysepuffer erstellt. Je 3 ml der Enzymlösung, der Substratlösung und des Dialysepuffers 

wurden in der Vakuumpumpe mit einem Magnetrührer bei Messtemperatur (37°C) entgast. 

Anschließend wurde die Mess- und Referenzkammer der isothermalen Titrationskalorimetrie 

mit Dialysepuffer gespült und mit entgastem Dialysepuffer (Referenzkammer) bzw. 

Enzymlösung (Messkammer) gefüllt. Die Injektionsnadel wurde mit der Substratlösung 

gefüllt und in die Messkammer gesetzt. Die Messung wurde mit den Parametern, wie in Tab. 

27 dargestellt durchgeführt. 

 

Tab. 27.1: ITC Messparameter.  Tab. 27.2: Injektionsparameter. 

Injektionen 28  Menge 10 µl 
Zelltemperatur 37°C  Dauer 20 s 
µcal/s 11,5  Spacing 150 s 
Initiale Verzögerung 60 s  Filter Periode 2 s 

Rührgeschwindigkeit 310    
Feedback Modus None    

 

6.6.6 Bestimmung der Enzymaktivität mittels HPLC 

Zur Detektion der Enantioselektivität von Esterasen wurde die chirale Säule ChiralCel OD-H 

250 mm x 4,6 mm (Daicel Chemical Industries LTD.) verwendet. Die Chromatographie lief für 

30 min mit einem Lösungsmittelgemisch aus n-Hexan und Isopropanol (80:20). 

 

6.6.7 Bestimmung der Enzymaktivität mittels GC-MS 

Die Proben für die GC-MS und GC wurden in Inlets pipettiert und analysiert (Tab. 28). 

 

Tab. 28: GC-Programm. 

Rate [°C * min-1] Endtemperatur [°C] Zeit bei Endtemperatur [min] 

- 40 2 
4 80 6 
10 150 0 
5 200 5 
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Es wurde eine BPX-5 Säule 25 m x 0,25 mm (SGE, Milton Keynes, UK) für die Messungen 

eingesetzt. Mit dem Programm wurden die einzelnen Substrate und die Substrate des 

Substratgemisches der Dehalogenase- und Epoxidhydrolasesubstrate gut von den Produkten 

getrennt. 

 

 

6.7 Homologiemodelle 

Das zu untersuchende Substrat wurde in ChemDraw erstellt und nach dem Simulieren des 

forcefield mittels YASARA Energieminimiert. Das Homologiemodell wurde mit 10 Templaten 

und 10 Alignments pro Templat mit YASARA erstellt. Nach der Berechnung wurde das Modell 

mittels md_refine Energieminimiert. Zum Docken des Substrates in das Enzym wurde eine 

Simulationszelle von 12 Å um das Nukleophil erstellt und mittels dock_runensemble die 

Bindungsenergie berechnet. 



126 Literaturverzeichnis   

7. Literaturverzeichnis 

[1] U. T. Bornscheuer, G. W. Huisman, R. J. Kazlauskas, S. Lutz, J. C. Moore, K. Robins, Nature 
2012, 485, 185-194. 

[2] S. M. Franken, H. J. Rozeboom, K. H. Kalk, B. W. Dijkstra, EMBO J. 1991, 10, 1297-1302. 
[3] Y. Y. Linko, P. Javanainen, S. Linko, Trends Food Sci. Technol. 1997, 8, 339-344. 
[4] V. Hahn, T. Davids, M. Lalk, F. Schauer, A. Mikolasch, Green Chem. 2010, 12, 879-887. 
[5] A. Schmid, J. S. Dordick, B. Hauer, A. Kiener, M. Wubbolts, B. Witholt, Nature 2001, 409, 258-

268. 
[6] P. Lorenz, J. Eck, Nat. Rev. Microbiol. 2005, 3, 510-516. 
[7] J. D. Sutherland, Curr. Opin. Chem. Biol. 2000, 4, 263-269. 
[8] U. T. Bornscheuer, Angew. Chem. 1998, 110, 3285-3288; Angew. Chem. Int. Ed. 1998, 37, 

3105-3108. 
[9] R. K. Kuipers, H. J. Joosten, W. J. van Berkel, N. G. Leferink, E. Rooijen, E. Ittmann, F. van 

Zimmeren, H. Jochens, U. Bornscheuer, G. Vriend, V. A. dos Santos, P. J. Schaap, Proteins 
2010, 78, 2101-2113. 

[10] R. Kourist, H. Jochens, S. Bartsch, R. Kuipers, S. K. Padhi, M. Gall, D. Böttcher, H. J. Joosten, U. 
T. Bornscheuer, ChemBioChem 2010, 11, 1635-1643. 

[11] J. Brezovsky, E. Chovancova, A. Gora, A. Pavelka, L. Biedermannova, J. Damborsky, 
Biotechnol. Adv. 2012. 

[12] J. Dundas, Z. Ouyang, J. Tseng, A. Binkowski, Y. Turpaz, J. Liang, Nucleic Acids Res. 2006, 34, 
W116-118. 

[13] R. Sterner, R. Merkl, F. M. Raushel, Chem. Biol. 2008, 15, 421-423. 
[14] S. Panke, M. Wubbolts, Curr. Opin. Chem. Biol. 2005, 9, 188-194. 
[15] K. Chen, F. H. Arnold, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 1993, 90, 5618-5622. 
[16] T. S. Wong, D. Roccatano, M. Zacharias, U. Schwaneberg, J. Mol. Biol. 2006, 355, 858-871. 
[17] T. S. Wong, K. L. Tee, B. Hauer, U. Schwaneberg, Nucleic Acids Res. 2004, 32, e26. 
[18] W. P. Stemmer, Nature 1994, 370, 389-391. 
[19] M. Ostermeier, J. H. Shim, S. J. Benkovic, Nat. Biotechnol. 1999, 17, 1205-1209. 
[20] M. Ostermeier, A. E. Nixon, S. J. Benkovic, Bioorg. Med. Chem. 1999, 7, 2139-2144. 
[21] S. Lutz, M. Ostermeier, G. L. Moore, C. D. Maranas, S. J. Benkovic, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 

2001, 98, 11248-11253. 
[22] W. M. Coco, W. E. Levinson, M. J. Crist, H. J. Hektor, A. Darzins, P. T. Pienkos, C. H. Squires, D. 

J. Monticello, Nat. Biotechnol. 2001, 19, 354-359. 
[23] H. Zhao, L. Giver, Z. Shao, J. A. Affholter, F. H. Arnold, Nat. Biotechnol. 1998, 16, 258-261. 
[24] J. A. Maga, K. McEntee, Mol. Gen. Genet. 1985, 200, 313-321. 
[25] J. H. Miller, Cold Spring Harbor Laboratory Press, New York 1992. 
[26] A. Greener, M. Callahan, B. Jerpseth, Mol. Biotechnol. 1997, 7, 189-195. 
[27] O. Selifonova, F. Valle, V. Schellenberger, Appl. Environ. Microbiol. 2001, 67, 3645-3649. 
[28] M. Camps, J. Naukkarinen, B. P. Johnson, L. A. Loeb, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 2003, 100, 

9727-9732. 
[29] R. Fox, A. Roy, S. Govindarajan, J. Minshull, C. Gustafsson, J. T. Jones, R. Emig, Protein Eng. 

2003, 16, 589-597. 
[30] M. T. Reetz, D. Kahakeaw, J. Sanchis, Mol. Biosyst. 2009, 5, 115-122. 
[31] M. T. Reetz, M. Bocola, J. D. Carballeira, D. Zha, A. Vogel, Angew. Chem. 2005, 117, 4264-

4268; Angew. Chem. Int. Ed. 2005, 44, 4192-4196. 
[32] M. T. Reetz, D. Kahakeaw, R. Lohmer, ChemBioChem 2008, 9, 1797-1804. 
[33] J. G. van Leeuwen, H. J. Wijma, R. J. Floor, J. M. van der Laan, D. B. Janssen, ChemBioChem 

2012, 13, 137-148. 
[34] R. Georgescu, G. Bandara, L. Sun, Methods Mol. Biol. 2003, 231, 75-83. 
[35] K. L. Heckman, L. R. Pease, Nat. Protoc. 2007, 2, 924-932. 



 Literaturverzeichnis 127 

[36] C. Li, A. Wen, B. Shen, J. Lu, Y. Huang, Y. Chang, BMC Biotechnol. 2011, 11, 92. 
[37] M. Andújar-Sánchez, F. J. Las Heras-Vázquez, J. M. Clemente-Jiménez, S. Martínez-Rodríguez, 

A. Camara-Artigas, F. Rodríguez-Vico, V. Jara-Pérez, J. Biochem. Biophys. Methods 2006, 67, 
57-66. 

[38] U. T. Bornscheuer, J. Altenbuchner, H. H. Meyer, Bioorg. Med. Chem. 1999, 7, 2169-2173. 
[39] G. P. Smith, V. A. Petrenko, Chem. Rev. 1997, 97, 391-410. 
[40] G. Yang, S. G. Withers, ChemBioChem 2009, 10, 2704-2715. 
[41] B. Heinze, R. Kourist, L. Fransson, K. Hult, U. T. Bornscheuer, Protein Eng. Des. Sel. 2007, 20, 

125-131. 
[42] D. Wahler, J. L. Reymond, Angew. Chem. 2002, 114, 1277-1280; Angew. Chem. Int. Ed. 2002, 

41, 1229-1232. 
[43] P. Holloway, J. T. Trevors, H. Lee, J. Microbiol. Methods 1997, 32, 31.36. 
[44] D. B. Jacobs, C. Pipho, J. Immunol. Methods 1983, 62, 101-108. 
[45] J. Kapuscinski, Biotech. Histochem. 1995, 70, 220-233. 
[46] A. D. Griffiths, D. S. Tawfik, Trends Biotechnol. 2006, 24, 395-402. 
[47] E. Henke, U. T. Bornscheuer, Biol. Chem. 1999, 380, 1029-1033. 
[48] Y. L. Boersma, M. J. Droge, A. M. van der Sloot, T. Pijning, R. H. Cool, B. W. Dijkstra, W. J. 

Quax, ChemBioChem 2008, 9, 1110-1115. 
[49] M. T. Reetz, H. Hobenreich, P. Soni, L. Fernández, Chem. Commun. 2008, 5502-5504. 
[50] E. Fernández-Álvaro, R. Snajdrova, H. Jochens, T. Davids, D. Böttcher, U. T. Bornscheuer, 

Angew. Chem. 2011, 123, 8742-8746; Angew. Chem. Int. Ed. 2011, 50, 8584-8587. 
[51] G. J. Williams, A. S. Nelson, A. Berry, Cellular and molecular life sciences : CMLS 2004, 61, 

3034-3046. 
[52] L. You, F. H. Arnold, Protein Eng. 1994, 77-83. 
[53] D. L. Ollis, E. Cheah, M. Cygler, B. Dijkstra, F. Frolow, S. M. Franken, M. Harel, S. J. Remington, 

I. Silman, J. Schrag, et al., Protein Eng. 1992, 5, 197-211. 
[54] M. Holmquist, Curr. Protein Pept. Sci. 2000, 1, 209-235. 
[55] M. Otyepka, J. Damborsky, Protein Sci. 2002, 11, 1206-1217. 
[56] R. Fujii, Y. Nakagawa, J. Hiratake, A. Sogabe, K. Sakata, Protein Eng. Des. Sel. 2005, 18, 93-

101. 
[57] C. Li, M. Hassler, T. D. H. Bugg, ChemBioChem 2008, 9, 71-76. 
[58] X. Yu, S. C. Sigler, D. Hossain, M. Wierdl, S. R. Gwaltney, P. M. Potter, R. M. Wadkins, J. Mol. 

Model. 2012, 18, 2869-2883. 
[59] B. P. Dalrymple, Y. Swadling, D. H. Cybinski, G. P. Xue, FEMS Microbiol. Lett. 1996, 143, 115-

120. 
[60] K. D. Choi, G. H. Jeohn, J. S. Rhee, O. J. Yoo, Agric. Biol. Chem. 1990, 54, 2039-2045. 
[61] S. Park, K. L. Morley, G. P. Horsman, M. Holmquist, K. Hult, R. J. Kazlauskas, Chem. Biol. 2005, 

12, 45-54. 
[62] M. Schmidt, D. Hasenpusch, M. Kähler, U. Kirchner, K. Wiggenhorn, W. Langel, U. T. 

Bornscheuer, ChemBioChem 2006, 7, 805-809. 
[63] J. D. Cheeseman, A. Tocilj, S. Park, J. D. Schrag, R. J. Kazlauskas, Acta Crystallogr. D Biol. 

Crystallogr. 2004, 60, 1237-1243. 
[64] M. Martinelle, M. Holmquist, K. Hult, Biochim. Biophys. Acta 1995, 1258, 272-276. 
[65] A. Houde, A. Kademi, D. Leblanc, Appl. Biochem. Biotechnol. 2004, 118, 155-170. 
[66] T. Panda, B. S. Gowrishankar, Appl. Microbiol. Biotechnol. 2005, 67, 160-169. 
[67] M. Nardini, I. S. Ridder, H. J. Rozeboom, K. H. Kalk, R. Rink, D. B. Janssen, B. W. Dijkstra, J. 

Biol. Chem. 1999, 274, 14579-14586. 
[68] E. Blee, F. Schuber, Eur. J. Biochem. 1995, 230, 229-234. 
[69] R. J. Linderman, E. A. Walker, C. Haney, R. M. Roe, Tetrahedron 1995, 51, 10845-10856. 
[70] M. Mischitz, K. Faber, A. Willetts, Biotechnol. Lett. 1995, 17, 893-898. 
[71] C. Morisseau, H. Nellaiah, A. Archelas, R. Furstoss, J. C. Baratti, Enzyme Microb. Technol. 

1997, 20, 446-452. 



128 Literaturverzeichnis   

[72] D. C. Zeldin, S. Z. Wei, J. R. Falck, B. D. Hammock, J. R. Snapper, J. H. Capdevila, Arch. 
Biochem. Biophys. 1995, 316, 443-451. 

[73] R. Rink, M. Fennema, M. Smids, U. Dehmel, D. B. Janssen, J. Biol. Chem. 1997, 272, 14650-
14657. 

[74] R. Rink, J. Kingma, J. H. Lutje Spelberg, D. B. Janssen, Biochemistry 2000, 39, 5600-5613. 
[75] W. Xu, J. H. Xu, J. Pan, Q. Gu, X. Y. Wu, Org. Lett. 2006, 8, 1737-1740. 
[76] M. T. Reetz, C. Torre, A. Eipper, R. Lohmer, M. Hermes, B. Brunner, A. Maichele, M. Bocola, 

M. Arand, A. Cronin, Y. Genzel, A. Archelas, R. Furstoss, Org. Lett. 2004, 6, 177-180. 
[77] R. M. de Jong, B. W. Dijkstra, Curr. Opin. Struct. Biol. 2003, 13, 722-730. 
[78] E. Chovancova, J. Kosinski, J. M. Bujnicki, J. Damborsky, Proteins 2007, 67, 305-316. 
[79] T. Koudelakova, E. Chovancova, J. Brezovsky, M. Monincova, A. Fortova, J. Jarkovsky, J. 

Damborsky, Biochem. J. 2011, 435, 345-354. 
[80] G. V. Los, K. Wood, Methods Mol. Biol. 2007, 356, 195-208. 
[81] S. Keuning, D. B. Janssen, B. Witholt, J. Bacteriol. 1985, 163, 635-639. 
[82] K. H. Verschueren, F. Seljee, H. J. Rozeboom, K. H. Kalk, B. W. Dijkstra, Nature 1993, 363, 693-

698. 
[83] D. B. Janssen, Curr. Opin. Chem. Biol. 2004, 8, 150-159. 
[84] K. H. Verschueren, J. Kingma, H. J. Rozeboom, K. H. Kalk, D. B. Janssen, B. W. Dijkstra, 

Biochemistry 1993, 32, 9031-9037. 
[85] F. Pries, J. Kingma, D. B. Janssen, FEBS Lett. 1995, 358, 171-174. 
[86] E. Y. Lau, K. Kahn, P. A. Bash, T. C. Bruice, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 2000, 97, 9937-9942. 
[87] M. Hesseler, X. Bogdanovic, A. Hidalgo, J. Berenguer, G. J. Palm, W. Hinrichs, U. T. 

Bornscheuer, Appl. Microbiol. Biotechnol. 2011, 91, 1049-1060. 
[88] A. Jesenska, M. Bartos, V. Czernekova, I. Rychlik, I. Pavlik, J. Damborsky, Appl. Environ. 

Microbiol. 2002, 68, 3724-3730. 
[89] M. Bohac, Y. Nagata, Z. Prokop, M. Prokop, M. Monincova, M. Tsuda, J. Koca, J. Damborsky, 

Biochemistry 2002, 41, 14272-14280. 
[90] C. A. Voigt, S. Kauffman, Z. G. Wang, Adv. Protein Chem. 2000, 55, 79-160. 
[91] D. R. Mills, R. L. Peterson, S. Spiegelman, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 1967, 58, 217-224. 
[92] M. C. Wright, G. F. Joyce, Science 1997, 276, 614-617. 
[93] K. Hult, P. Berglund, Trends Biotechnol. 2007, 25, 231-238. 
[94] R. J. Kazlauskas, U. T. Bornscheuer, Comprehensive Chirality 2012, 7, 465-480. 
[95] E. Zandvoort, E. M. Geertsema, W. J. Quax, G. J. Poelarends, ChemBioChem 2012, 13, 1274-

1277. 
[96] C. Branneby, P. Carlqvist, A. Magnusson, K. Hult, T. Brinck, P. Berglund, J. Am. Chem. Soc. 

2003, 125, 874-875. 
[97] U. T. Bornscheuer, R. J. Kazlauskas, Angew. Chem. 2004, 116, 6156-6165; Angew. Chem. Int. 

Ed. 2004, 43, 6032-6040. 
[98] A. Aharoni, L. Gaidukov, O. Khersonsky, Q. G. S. Mc, C. Roodveldt, D. S. Tawfik, Nat. Genet. 

2005, 37, 73-76. 
[99] S. W. Soukup, Teratology 1974, 9, 250-251. 
[100] O. Khersonsky, C. Roodveldt, D. S. Tawfik, Curr. Opin. Chem. Biol. 2006, 10, 498-508. 
[101] H. S. Park, S. H. Nam, J. K. Lee, C. N. Yoon, B. Mannervik, S. J. Benkovic, H. S. Kim, Science 

2006, 311, 535-538. 
[102] P. Bernhardt, K. Hult, R. J. Kazlauskas, Angew. Chem. 2005, 117, 2802-2806; Angew. Chem. 

Int. Ed. 2005, 44, 2742-2746. 
[103] F. P. Seebeck, D. Hilvert, J. Am. Chem. Soc. 2003, 125, 10158-10159. 
[104] L. Jiang, E. A. Althoff, F. R. Clemente, L. Doyle, D. Rothlisberger, A. Zanghellini, J. L. Gallaher, J. 

L. Betker, F. Tanaka, C. F. Barbas, 3rd, D. Hilvert, K. N. Houk, B. L. Stoddard, D. Baker, Science 
2008, 319, 1387-1391. 

[105] E. A. Althoff, L. Wang, L. Jiang, L. Giger, J. K. Lassila, Z. Wang, M. Smith, S. Hari, P. Kast, D. 
Herschlag, D. Hilvert, D. Baker, Protein Sci. 2012, 21, 717-726. 



 Literaturverzeichnis 129 

[106] H. Jochens, K. Stiba, C. Savile, R. Fujii, J. G. Yu, T. Gerassenkov, R. J. Kazlauskas, U. T. 
Bornscheuer, Angew. Chem. 2009, 121, 3584-3587; Angew. Chem. Int. Ed. 2009, 48, 3532-
3535. 

[107] S. K. Padhi, R. Fujii, G. A. Legatt, S. L. Fossum, R. Berchtold, R. J. Kazlauskas, Chem. Biol. 2010, 
17, 863-871. 

[108] H. Jochens, M. Hesseler, K. Stiba, S. K. Padhi, R. J. Kazlauskas, U. T. Bornscheuer, 
ChemBioChem 2011, 12, 1508-1517. 

[109] C. F. Barbas, 3rd, A. Heine, G. Zhong, T. Hoffmann, S. Gramatikova, R. Bjornestedt, B. List, J. 
Anderson, E. A. Stura, I. A. Wilson, R. A. Lerner, Science 1997, 278, 2085-2092. 

[110] D. G. Gibson, J. I. Glass, C. Lartigue, V. N. Noskov, R. Y. Chuang, M. A. Algire, G. A. Benders, M. 
G. Montague, L. Ma, M. M. Moodie, C. Merryman, S. Vashee, R. Krishnakumar, N. Assad-
Garcia, C. Andrews-Pfannkoch, E. A. Denisova, L. Young, Z. Q. Qi, T. H. Segall-Shapiro, C. H. 
Calvey, P. P. Parmar, C. A. Hutchison, 3rd, H. O. Smith, J. C. Venter, Science 2010, 329, 52-56. 

[111] V. L. Miller, J. J. Mekalanos, J. Bacteriol. 1988, 170, 2575-2583. 
[112] M. D. Wyatt, D. L. Pittman, Chem. Res. Toxicol. 2006, 19, 1580-1594. 
[113] E. Grzesiuk, C. Janion, Mol. Gen. Genet. 1994, 245, 486-492. 
[114] E. Grzesiuk, C. Janion, Mutat. Res. 1993, 297, 313-321. 
[115] H. Ikehata, T. Ono, J. Radiat. Res. 2011, 52, 115-125. 
[116] L. Tang, Y. Li, X. Wang, J. Biotechnol. 2010, 147, 164-168. 
[117] V. S. Fluxa, D. Wahler, J. L. Reymond, Nat. Protoc. 2008, 3, 1270-1277. 
[118] M. Fibinger, Diplomarbeit: Protein-Design von α/β-Hydrolasen 2012, Ernst-Moritz-Arndt 

Universität Greifswald. 
[119] T. Davids, M. Fibinger, D. Böttcher, U. Bornscheuer, ChemBioChem 2012, eingereicht. 
[120] J. v. Saß, Bachelorarbeit: Protein Engineering von α/β-Hydrolasen 2012, Ernst-Moritz-Arndt 

Universität Greifswald. 
[121] A. Lewin, X. D. Su, L. Hederstedt, J. Mol. Microbiol. Biotechnol. 2009, 17, 61-70. 
[122] M. Hesseler, Dissertation: Protein Engineering und Anwendung von Enzymen mit α/β-

Hydrolasefaltung 2011, Ernst-Moritz-Arndt Universität Greifswald. 
[123] M. Silberstein, J. Damborsky, S. Vajda, Biochemistry 2007, 46, 9239-9249. 
[124] R. Okazaki, M. Arisawa, A. Sugino, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 1971, 68, 2954-2957. 
[125] J. G. Vethanayagam, A. M. Flower, Microb. Cell. Fact. 2005, 4, 3. 
[126] S. Marvanova, Y. Nagata, M. Wimmerova, J. Sykorova, K. Hynkova, J. Damborsky, J. Microbiol. 

Methods 2001, 44, 149-157. 
[127] H. Kawasaki, H. Kuriyama, K. Tonomura, Biodegradation 1995, 6, 213-216. 
[128] F. Pries, A. J. van den Wijngaard, R. Bos, M. Pentenga, D. B. Janssen, J. Biol. Chem. 1994, 269, 

17490-17494. 
[129] J. B. Andersen, A. Heydorn, M. Hentzer, L. Eberl, O. Geisenberger, B. B. Christensen, S. Molin, 

M. Givskov, Appl. Environ. Microbiol. 2001, 67, 575-585. 
[130] K. M. Esvelt, J. C. Carlson, D. R. Liu, Nature 2011, 472, 499-503. 
[131] U. Bergthorsson, D. I. Andersson, J. R. Roth, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 2007, 104, 17004-

17009. 
[132] Z. Prokop, M. Monincova, R. Chaloupkova, M. Klvana, Y. Nagata, D. B. Janssen, J. Damborsky, 

J. Biol. Chem. 2003, 278, 45094-45100. 
[133] Y. Nov, Appl. Environ. Microbiol. 2012, 78, 258-262. 
[134] W. B. Whitman, D. C. Coleman, W. J. Wiebe, Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A. 1998, 95, 6578-6583. 
[135] E. Gabor, F. Niehaus, W. Aehle, J. Eck, J. Mol. Biol. 2012, 418, 16-20. 
[136] L. Zheng, U. Baumann, J. L. Reymond, Nucleic Acids Res. 2004, 32, e115. 
[137] J. Altenbuchner, T. Stumpp, B. Wilms, Biospektrum 2000, 6, 33-36. 
[138] N. Krebsfänger, K. Schierholz, U. T. Bornscheuer, J. Biotechnol. 1998, 60, 105-111. 
[139] C. M. Hamilton, M. Aldea, B. K. Washburn, P. Babitzke, S. R. Kushner, J. Bacteriol. 1989, 171, 

4617-4622. 
[140] D. Hanahan, J. Mol. Biol. 1983, 166, 557-580. 



130 Literaturverzeichnis   

[141] L. Barbour, M. Hanna, W. Xiao, Methods Mol. Biol. 2006, 313, 121-127. 
[142] A. Shinkai, L. A. Loeb, J. Biol. Chem. 2001, 276, 46759-46764. 
[143] O. Selifonova, V. Schellenberger, Methods Mol. Biol. 2003, 231, 45-52. 
[144] M. M. Bradford, Anal. Biochem. 1976, 72, 248-254. 
[145] A. Hidalgo, A. Schliessmann, R. Molina, J. Hermoso, U. T. Bornscheuer, Protein Eng. Des. Sel. 

2008, 21, 567-576. 
 

 

  



 Anhang 131 

8. Anhang 

8.1 Aminosäuresequenzen 

mutD/dnaQ:  

MSTAITRQIVLDTETTGMNQIGAHYEGHKIIEIGAVEVVNRRLTGNNFHVYLKPDRLVDPEAFGVHGI

ADEFLLDKPTFAEVADEFMDYIRGAELVIHNAAFDIGFMDYEFSLLKRDIPKTNTFCKVTDSLAVARK

MFPGKRNSLDALCARYEIDNSKRTLHGALLDAQILAEVYLAMTGGQTSMAFAMEGETQQQQGEATIQR

IVRQASKLRVVFATDEEIAAHEARLDLVQKKGGSCLWRA 

 

EchA-WT:  

MAIRRPEDFKHYEVQLPDVKIHYVREGAGPTLLLLHGWPGFWWEWSKVIGPLAEHYDVIVPDLRGFGD

SEKPDLNDLSKYSLDKAADDQAALLDALGIEKAYVVGHDFAAIVLHKFIRKYSDRVIKAAIFDPIQPD

FGPVYFGLGHVHESWYSQFHQLDMAVEVVGSSREVCKKYFKHFFDHWSYRDELLTEEELEVHVDNCMK

PDNIHGGFNYYRANIRPDAALWTDLDHTMSDLPVTMIWGLGDTCVPYAPLIEFVPKYYSNYTMETIED

CGHFLMVEKPEIAIDRIKTAFRGSHHHHHH 

 

DhlA-WT:  

MINAIRTPDQRFSNLDQYPFSPNYLDDLPGYPGLRAHYLDEGNSDAEDVFLCLHGEPTWSYLYRKMIP

VFAESGARVIAPDFFGFGKSDKPVDEEDYTFEFHRNFLLALIERLDLRNITLVVQDWGGFLGLTLPMA

DPSRFKRLIIMNACLMTDPVTQPAFSAFVTQPADGFTAWKYDLVTPSDLRLDQFMKRWAPTLTEAEAS

AYAAPFPDTSYQAGVRKFPKMVAQRDQACIDISTEAISFWQNDWNGQTFMAIGMKDKLLGPDVMYPMK

ALINGCPEPLEIADAGHFVQEFGEQVAREALKHFAETEHHHHHH 

 

DppA-WT:  

MEFVRTPDDRFADLPDFPYAPHYLEGLPGFEGLRMHYVDEGPRDAEHTFLCLHGEPSWSFLYRKMLPV

FTAAGGRVVAPDLFGFGRSDKPTDDAVYTFGFHRRSLLAFLDALQLERVTLVCQDWGGILGLTLPVDR

PQLVDRLIVMNTALAVGLSPGKGFESWRDFVANSPDLDVGKLMQRAIPGITDAEVAAYDAPFPGPEFK

AGVRRFPAIVPITPDMEGAEIGRQAMSFWSTQWSGPTFMAVGAQDPVLGPEVMGMLRQAIRGCPEPMI

VEAGGHFVQEHGEPIARAALAAFGQHHHHHH 

 

PFE I-WT:  

MSTFVAKDGTQIYFKDWGSGKPVLFSHGWLLDADMWEYQMEYLSSRGYRTIAFDRRGFGRSDQPWTGN

DYDTFADDIAQLIEHLDLKEVTLVGFSMGGGDVARYIARHGSARVAGLVLLGAVTPLFGQKPDYPQGV

PLDVFARFKTELLKDRAQFISDFNAPFYGINKGQVVSQGVQTQTLQIALLASLKATVDCVTAFAETDF

RPDMAKIDVPTLVIHGDGDQIVPFETTGKVAAELIKGAELKVYKDAPHGFAVTHAQQLNEDLLAFLKR

GSHHHHHH 

 

BS2-WT:  

MTHQIVTTQYGKVKGTTENGVHKWKGIPYAKPPVGQWRFKAPEPPEVWEDVLDATAYGSICPQPSDLL

SLSYTELPRQSEDCLYVNVFAPDTPSKNLPVMVWIHGGAFYLGAGSEPLYDGSKLAAQGEVIVVTLNY

RLGPFGFLHLSSFNEAYSDNLGLLDQAAALKWVRENISAFGGDPDNVTVFGESAGGMSIAALLAMPAA

KGLFQKAIMESGASRTMTKEQAASTSAAFLQVLGINEGQLDKLHTVSAEDLLKAADQLRIAEKENIFQ

LFFQPALDPKTLPEEPEKAIAEGAASGIPLLIGTTRDEGYLFFTPDSDVHSQETLDAALEYLLGKPLA

EKVADLYPRSLESQIHMMTDLLFWSPAVAYASAQSHYAPVWMYRFDWHPKKPPYNKAFHALELPFVFG

NLDGLERMAKAEITDEVKQLSHTIQSAWITFAKTGNPSTEAVNWPAYHEETRETLILDSEITIENDPE

SEKRQKLFPSKGEGSHHHHHH 
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3DM Mutante aus PFE I und DhlA:  

MSTFVAKDGTQMHYVDEGPSGPPVLLLHGWLLDADMWEYQMEYLSSRGHRVIAPDRRGFGRSDQPWTG

NDYDTFADDIAQLIEHLDLKNITLVCQDWGGLIGLRLAAEGSDRFARLVVANTVTPLFGQKPDYPQGV

PLDVFARWKTELLKDRAQFISDFNAPFYGINKGQVVSQGVQTQTLQIALLASLKATVDCVTAFAETDF

RPDMAKIDVPFLTAFGDSDPIVPFPGGMRPLQKLIKGGPQPHTIADAGHFFAVTHAQQLNEDLLAFLK

RGSHHHHHH 

 

DhlA-20:  

MINAIRTPDQRFSNLDQYPFSPNYLDDLPGYPGLRAHYLDEGNSDAEDVFLCLHGEPTWSYLYRKMIP

VFAESGARVIAPDFFGFGKSDKPVDEEDYTFEFHRNFLLALIERLDLRNITLVVQDWGGFLGLTLPMA

DPSRFKRLIIMNACLMTDPVTQPAFSAFVTQPADGFTAWKYDLVTPSDLRLDQFMKRWAPTLTEAEAS

AYAAPFPDTSYQAGVRKFPKMVAQRDQACIDISTEAISFWQNDWNGQTFMAIGMKDKLLGPDVMYPMK

ALINGCPEPLEIADAGHFVQEFGEQVAREALKHFAETEHHHHHH 

 

DhlA-N:  

MSTFVAKDGTQIYFKDWGSGKPVLFSHGEPTWSYLYRKMIPVFAESGARVIAPDFFGFGKSDKPVDEE

DYTFEFHRNFLLALIERLDLRNITLVVQDWGGFLGLTLPMADPSRFKRLIIMNACLMTDPVTQPAFSA

FVTQPADGFTAWKYDLVTPSDLRLDQFMKRWAPTLTEAEASAYAAPFPDTSYQAGVRKFPKMVAQRDQ

ACIDISTEAISFWQNDWNGQTFMAIGMKDKLLGPDVMYPMKALINGCPEPLEIADAGHFVQEFGEQVA

REALKHFAETEHHHHHH 

 

DhlA-C:  

MINAIRTPDQRFSNLDQYPFSPNYLDDLPGYPGLRAHYLDEGNSDAEDVFLCLHGEPTWSYLYRKMIP

VFAESGARVIAPDFFGFGKSDKPVDEEDYTFEFHRNFLLALIERLDLRNITLVVQDWGGFLGLTLPMA

DPSRFKRLIIMNACLMTDPVTQPAFSAFVTQPADGFTAWKYDLVTPSDLRLDQFMKRWAPTLTEAEAS

AYAAPFPDTSYQAGVRKFPKMVAQRDQACIDISTEAISFWQNDWNGQTFMAIGMKDKLLGPDVMYPMK

ALINGCPEPLEIADAGHGFAVTHAQQLNEDLLAFLKRGSHHHHHH 

 

DhlA-CN:  

MSTFVAKDGTQIYFKDWGSGKPVLFSHGEPTWSYLYRKMIPVFAESGARVIAPDFFGFGKSDKPVDEE

DYTFEFHRNFLLALIERLDLRNITLVVQDWGGFLGLTLPMADPSRFKRLIIMNACLMTDPVTQPAFSA

FVTQPADGFTAWKYDLVTPSDLRLDQFMKRWAPTLTEAEASAYAAPFPDTSYQAGVRKFPKMVAQRDQ

ACIDISTEAISFWQNDWNGQTFMAIGMKDKLLGPDVMYPMKALINGCPEPLEIADAGHGFAVTHAQQL

NEDLLAFLKRGSHHHHHH 

 

Loop-Austausch:  

MSTFVAKDGTQIYFKDWGSGKPVLFSHGWLLDADMWEYQMEYLSSRGYRTIAFDRRGFGRSDQPWTGN

DYDTFADDIAQLIEHLDLKEVTLVVQDWGGGDVARYIARHGSARVAGLVLLGAVTPLFGQKPDYPQGV

PLDVADGFTAWKYDLVTDRAQFISDFNAPFYGINKGQVVSQGVQTQTLQIALLASLKATVDCVTAFAE

TDFRPDMAKIDVPTLVIHGMKDKLLGETTGKVAAELIKGAELKVIADAGHFVAVTHAQQLNEDLLAFL

KRGSHHHHHH 

 

Domänenaustausch (DhlA in PFE I):  

MSTFVAKDGTQIYFKDWGSGKPVLFSHGWLLDADMWEYQMEYLSSRGYRTIAFDRRGFGRSDQPWTGN

DYDTFADDIAQLIEHLDLKEVTLVGFSMGGGDVARYIARHGSARVAGLVLMNACLMTDPVTQPAFSAF

VTQPADGFTAWKYDLVTPSDLRLDQFMKRWAPTVSQGVQTQTLQIALLASLKATVDCVTAFAETDFRP

DMAKIDVPTLVIHGDGDQIVPFETTGKVAAELIKGAELKVYKDAPHGFAVTHAQQLNEDLLAFLKRGS

HHHHHH 
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8.2 ITC Rohdaten 

    
Abb. 54 Anhang: Die Abbildung zeigt das Beispiel einer ITC Messung. Positivkontrolle DhlA (links) und 

Negativkontrolle EchA (rechts). 
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