
Identifizierung und Charakterisierung von drei Cutinasen 

der Hefe Arxula adeninivorans LS3 und deren Einsatz 

zum Abbau von Polyestern 

 

I n a u g u r a l d i s s e r t a t i o n 

zur 

Erlangung des akademischen Grades eines 

Doktors der Naturwissenschaften (Dr. rer. nat.) 

der 

Mathematisch-Naturwissenschaftlichen Fakultät  

der  

Ernst-Moritz-Arndt-Universität Greifswald  

 

       vorgelegt von 

       Felix Bischoff 

       geboren am 21.01.1989 

       in Bernburg (Saale) 

 

             Greifswald, 2017    

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Dekan:   Prof. Dr. Werner Weitschies 

 

1. Gutachter: Prof. Dr. Frieder Schauer 

2. Gutachter: Prof. Dr. Volkmar Passoth 

 

 

Tag der Promotion: 08.05.2017 

 



I 

 

INHALT 

Abbildungsverzeichnis ................................................................................................................................................ III 

Tabellenverzeichnis ....................................................................................................................................................... V 

Abkürzungsverzeichnis ............................................................................................................................................... VI 

Zusammenfassung ..................................................................................................................................................... VII 

Summary ..................................................................................................................................................................... IX 

Kapitel 1 – Einleitung ................................................................................................................................................... 1 

1.1 Plastik in der Umwelt................................................................................................................................ 1 

1.2 Rückgewinnung von Kunststoffen ............................................................................................................ 3 

1.3 Cutinasen ................................................................................................................................................ 10 

1.4 Die Hefe A. adeninivorans ...................................................................................................................... 16 

1.5 Zielstellung der Arbeit ............................................................................................................................ 18 

Kapitel 2 – Material und Methoden ............................................................................................................................ 20 

2.1 Medien und Kultivierungsbedingungen .................................................................................................. 20 

2.1.1 Verwendete Kulturmedien ................................................................................................................. 20 

2.1.2 Kultivierung E. coli XL1-blue ........................................................................................................... 21 

2.1.3 Kultivierung von A. adeninivorans .................................................................................................... 21 

2.1.4 Untersuchung der Reporterstämme .................................................................................................... 22 

2.1.5 Fermentationsstrategien ..................................................................................................................... 22 

2.1.6 Bestimmung von Biotrockenmasse.................................................................................................... 24 

2.1.7 Bestimmung der Glucosekonzentration ............................................................................................. 24 

2.1.8 Bestimmung der optischen Dichte ..................................................................................................... 25 

2.2 Molekularbiologische Methoden ............................................................................................................ 25 

2.2.1 Klonierungsstrategien, Plasmide und Oligonucleotide ...................................................................... 25 

2.2.2 Polymerase Kettenreaktion (PCR) ..................................................................................................... 31 

2.2.3 Verdau von DNA mit Restriktionsendonucleasen ............................................................................. 32 

2.2.4 DNA-Fragmentisolation aus Agarose-Gelen ..................................................................................... 32 

2.2.5 Dephosphorylierung von Plasmid-DNA ............................................................................................ 32 

2.2.6 Ligation von DNA ............................................................................................................................. 32 

2.2.7 Gibson Isothermal Assembly von DNA Fragmenten ........................................................................ 32 

2.2.8 Transformation von E. coli ................................................................................................................ 33 

2.2.9 Transformation von A. adeninivorans ............................................................................................... 33 

2.2.10 Präparation von Plasmid-DNA aus E. coli ................................................................................... 34 

2.2.11 Isolation chromosomaler DNA aus A. adeninivorans .................................................................. 34 

2.2.12 Isolation von gesamt RNA aus A. adeninivorans ......................................................................... 34 

2.2.13 Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren ........................................................................... 34 

2.2.14 cDNA-Synthese aus isolierter gesamt RNA ................................................................................. 35 

2.2.15 3’RACE zur Identifikation der 3’UTR-Sequenz .......................................................................... 35 

2.2.16 RT-PCR und RT-qPCR ................................................................................................................ 35 

2.2.17 Gelelektrophorese von RNA und DNA ........................................................................................ 37 

2.2.18 Southern-Blot Analyse ................................................................................................................. 37 



II 

 

2.2.19 Sequenzierung .............................................................................................................................. 38 

2.3 Biochemische Methoden ......................................................................................................................... 38 

2.3.1 Polyacrylamidgelelektrophorese ........................................................................................................ 38 

2.3.2 Western-Blot Analyse ........................................................................................................................ 39 

2.3.3 Glykolysierungsfärbung von PAA-Gelen .......................................................................................... 39 

2.3.4 Proteinreinigung ................................................................................................................................ 39 

2.3.5 Konzentrationsbestimmung von Proteinen ........................................................................................ 40 

2.3.6 Bestimmung der molekularen Masse mittels Größenausschlusschromatographie ............................. 40 

2.3.7 Bestimmung der Enzymaktivität ........................................................................................................ 40 

2.3.8 Bestimmung des Substratspektrums und der kinetischen Parameter.................................................. 43 

2.3.9 Bestimmung des Temperaturoptimums und der Temperaturstabilität ............................................... 44 

2.3.10 Bestimmung des pH-Optimums und der pH-Stabilität ................................................................. 45 

2.3.11 Bestimmung des Einflusses der Ionenstärke ................................................................................. 46 

2.3.12 Bestimmung des Einflusses von Metallionen ............................................................................... 46 

2.3.13 Bestimmung des Einflusses organischer Lösungsmittel ............................................................... 46 

2.3.14 Extraktion von Cutin aus Apfelschalen ........................................................................................ 47 

2.3.15 Nachweis der Cutindegradation .................................................................................................... 48 

2.3.16 Herstellung von Kunststoff-Agarplatten ....................................................................................... 48 

2.3.17 Messung der Phytaseaktivität ....................................................................................................... 50 

2.3.18 Bestimmung der relativen Fluoreszenz ......................................................................................... 50 

2.3.19 Bestimmung der Tannaseaktivität ................................................................................................ 51 

2.4 Bioinformatische Methoden .................................................................................................................... 51 

2.4.1 Sequenzanalyse von DNA und Proteinen .......................................................................................... 51 

2.4.2 Homologie-Modellierung von Proteinstrukturen ............................................................................... 51 

Kapitel 3 – Ergebnisse ................................................................................................................................................. 53 

3.1 Sequenzanalyse und theoretische dreidimensionale Struktur der putativen Arxula-Cutinasen ............... 53 

3.2 Expression, Lokalisation und Reinigung der rekombinanten Cutinasen ................................................. 58 

3.3 Biochemische Charakterisierung der putativen Cutinasen ...................................................................... 62 

3.4 Untersuchung der Kultivierungsbedingungen für eine optimale Synthese von rekombinanten putativen 

Arxula-Cutinasen und FsCut-6hp ............................................................................................................................ 83 

3.5 Anwendung der Cutinasen zum Abbau verschiedener Polyester ............................................................ 95 

3.6 Biologische Funktion der Cutinasen für A. adeninivorans ...................................................................... 97 

Kapitel 4 – Diskussion ............................................................................................................................................... 119 

4.1 Sequenzvergleich und Struktur ............................................................................................................. 120 

4.2 Biochemische Charakterisierung ........................................................................................................... 122 

4.3 Kultivierungsbedingungen und Fermentation ....................................................................................... 127 

4.4 Abbau von Polyestern ........................................................................................................................... 130 

4.5 Regulation der Genexpression von ACUT1, ACUT2 und ACUT3......................................................... 131 

4.6 Zusammenfassung und Ausblick........................................................................................................... 137 

Literatur ..................................................................................................................................................................... 139 



III 

 

ABBILDUNGSVERZEICHNIS 

Abb. 1: Die vier Routen des Plastik Recyclings und deren Reintegration in den Produktionsprozess. ......................... 4 

Abb. 2: Allgemeine Struktur der α/β-Hydrolasen. ....................................................................................................... 11 

Abb. 3: Reaktionsmechanismus der Serinhydrolasen nach Holmquist (92). ............................................................... 13 

Abb. 4: Allgemeine Zusammensetzung der Cutin-Monomere nach Pollard et al. (99). .............................................. 14 

Abb. 5: Prinzip der klassischen Klonierungsstrategie mit Restriktionsendonucleasen und Ligase. ............................ 26 

Abb. 6: Prinzip der Klonierungsstrategie B mittels Gibson Assembly. ....................................................................... 29 

Abb. 7: DNA Konstrukt für die Deletion des ATFPB-Gens von A. adeninivorans. .................................................... 30 

Abb. 8: Ausgewählte Sequenzen für die Durchführung der RT-PCR sowie der quantitativen RT-PCR. .................... 36 

Abb. 9: Standard-Kurve für die Quantifizierung von p-Nitrophenol. .......................................................................... 41 

Abb. 10: Standard-Kurve für die Quantifizierung von p-Nitrophenol mit Zusätzen. .................................................. 47 

Abb. 11: Aminosäure-Sequenzvergleich ausgewählter Cutinasen. ............................................................................. 54 

Abb. 12: Dendrogramm und Homologietabelle aus dem in Abb. 11 dargestellten Sequenzvergleich. ....................... 55 

Abb. 13: Schematische Darstellung der dreidimensionalen Struktur von Acut1p (A), Acut2p (B) und Acut3p (C). .. 56 

Abb. 14: Detaillierte Darstellung wichtiger Aminosäurereste der Modelle von Acut1p, Acut2p und Acut3p. ........... 57 

Abb. 15: Lokalisation der rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp. ..................................................... 58 

Abb. 16: Reinigung der rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp. .............................................................. 59 

Abb. 17: Reinigung der rekombinanten FsCut-6hp. .................................................................................................... 60 

Abb. 18: Glykosylierung der rekombinanten Cutinasen. ............................................................................................. 61 

Abb. 19: Einfluss des pH-Wertes auf die Enzymaktivität. .......................................................................................... 63 

Abb. 20: Einfluss des pH-Wertes auf die Aktivität von Acut3(-)gts-6hp. ................................................................... 63 

Abb. 21: Einfluss der Temperatur auf die Enzymaktivität. ......................................................................................... 64 

Abb. 22: Stabilität der rekombinanten Cutinasen gegenüber der Temperatur. ............................................................ 65 

Abb. 23: Einfluss der GTS-Sequenz auf die Stabilität gegenüber der Temperatur. ..................................................... 66 

Abb. 24: Einfluss der GTS-Sequenz von Acut3p auf die Thermostabilität von Tannase 1. ........................................ 67 

Abb. 25: Einfluss verschiedener Zusätze auf die Stabilität und Aktivität der rekombinanten Cutinasen. ................... 69 

Abb. 26: Einfluss der GTS-Sequenz auf das Verhalten gegenüber Aceton. ................................................................ 71 

Abb. 27: Erhöhung der Enzymstabilität durch Zusatz von PEG200............................................................................ 72 

Abb. 28: Verhalten der Cutinasen gegenüber Tween. ................................................................................................. 73 

Abb. 29: Kinetik der rekombinanten Cutinasen. ......................................................................................................... 76 

Abb. 30: Vergleich der kinetischen Parameter kM [mM], kcat [s-1] sowie kcatkM
–1 [s-1 mM-1]. ..................................... 79 

Abb. 31: Hydrolyse des Modellpolyesters Polycaprolacton durch rekombinante Cutinasen. ..................................... 80 

Abb. 32: Hydrolyse von Cutin aus Apfelschalen durch rekombinante Cutinasen. ...................................................... 81 

Abb. 33: Nachweis der Hydrolyse von Apfelcutin durch rekombinante Cutinasen. ................................................... 82 

Abb. 34: Optimierung der Kultivierungsbedingungen für die Synthese von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und 

FsCut-6hp. ................................................................................................................................................................... 84 

Abb. 35: Extrazelluläre Proteinakkumulation in Abhängigkeit von den Kultivierungsbedingungen. ......................... 87 

Abb. 36: Fermentationsstrategie A zur Synthese von Acut2-6hp. ............................................................................... 89 

Abb. 37: Fermentationsstrategie B zur Synthese von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp. ................. 92 

Abb. 38: Einfluss des pH-Wertes auf die Proteinakkumulation von Acut1-6hp. ........................................................ 94 

Abb. 39: Abbau verschiedener Polyester durch rekombinante Cutinasen synthetisiert mit A. adeninivorans. ............ 96 

Abb. 40: Extrazelluläre Akkumulation der Esterasen während der Kultivierung von A. adeninivorans LS3. ............ 98 

Abb. 41: Analyse der Gensequenzen von ACUT1, ACUT2 und ACUT3. .................................................................. 100 

Abb. 42: Aktivierung der Promotoren von ACUT1, ACUT2 und ACUT3 durch Mono- und Disaccharide. .............. 102 



IV 

 

Abb. 43: Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p in Abhängigkeit von der C-Quelle. .................... 104 

Abb. 44: Einfluss der Kultivierungsbedingungen auf die Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p. 105 

Abb. 45: Morphologie von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB. ....................................................... 107 

Abb. 46: Deletion des ATFPB-Gens von A. adeninivorans G1212. .......................................................................... 108 

Abb. 47: Einfluss von Transkriptionsfaktoren auf die extrazelluläre Esteraseaktivität. ............................................ 109 

Abb. 48: Einfluss von Transkriptionsfaktoren auf die Proteinsezernierung. ............................................................. 111 

Abb. 49: Einfluss der Transkriptionsfaktoren Atfpbp und Atfgbp auf die Morphologie von A. adeninivorans. ....... 112 

Abb. 50: Elektrophoretische Auftrennung der RT-PCR-Produkte nach 24 Zyklen. .................................................. 113 

Abb. 51: Relative Expression von ACUT1, ACUT2, ACUT3 sowie der Kontrolle TFIID. ........................................ 114 

Abb. 52: Relative Expression der Gene ACUT1, ACUT2 und ACUT3. ..................................................................... 115 

Abb. 53: Wachstum von A. adeninivorans auf Kunststoff-Agarplatten. ................................................................... 117 

Abb. 54: Wachstum von A. adeninivorans LS3, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1 bzw. YRC102-TEF1p-ACUT2 auf 

Kunststoff-Agarplatten. .............................................................................................................................................. 118 

Abb. 55: Putativer Regulationsmechanismus der Cutinasen von A. adeninivorans LS3. .......................................... 136 

 

 



V 

 

TABELLENVERZEICHNIS 

Tab. 1: Klonierungsstrategie A: .................................................................................................................................. 27 

Tab. 2: Klonierungsstrategie B: .................................................................................................................................. 27 

Tab. 3: Stämme von A. adeninivorans, die im Verlauf dieser Arbeit erzeugt und verwendet wurden. ....................... 31 

Tab. 4: Übersicht über die für die RT-PCR sowie für die quantitativen RT-PCR verwendeten Primer zur 

Amplifikation der genspezifischen Sequenzen von ACUT1, ACUT2, ACUT3 und TFIID. ......................................... 37 

Tab. 5: Arbeitsschritte für die Fuchsin-Färbung von PAA-Gelen. .............................................................................. 39 

Tab. 6: Zur Einstellung von pH-Werten verwendete Puffer. ....................................................................................... 46 

Tab. 7: Auflistung der während dieser Arbeit verwendeten Kunststoffgranulate. ....................................................... 49 

Tab. 8: Proteinstrukturen mit Homologie zu den Cutinasen von A. adeninivorans LS3. ............................................ 52 

Tab. 9: Zusammenfassung der Aktivitäten und theoretischen Eigenschaften der gereinigten Proteinfraktionen. ....... 61 

Tab. 10: Einfluss von verschiedenen Co-Faktoren auf die Enzymaktivität. ................................................................ 68 

Tab. 11: Substratspektrum der Cutinasen. ................................................................................................................... 74 

Tab. 12: Zusammenfassung der kinetischen Parameter kM [mM], kcat [s-1] und kcat kM
-1 [mM-1s-1]. ........................... 77 

Tab. 13: Übersicht der Phasen der Fermentation nach Strategie A zur Synthese von Acut2-6hp. .............................. 90 

Tab. 14: Eigenschaften der putativen Cutinase Transkriptionsfaktoren, basierend auf deren Annotation. ............... 107 

 



VI 

 

ABKÜRZUNGSVERZEICHNIS 

 

EC Enzyme Class 

GTS Glycin-Threonin-Serin 

HMM-NO3 Hefeminimalmedium mit NaNO3 

HMM-NH4 Hefeminimalmedium mit NH4H2PO4 

HOG High-osmolarity Glycerol 

HVM Hefevollmedium 

NBT/BCIP  Nitroblautetrazoliumchlorid / 5-Brom-4-chlor-3-indolylphosphat  

PAA Polyacrylamid 

PaCLE1 Pseudozyma antarctica cutinase-like-enzyme 1 

PBSA Poly[Butylensuccinat-Co-Adipat] 

PBSu Polybutylensuccinat 

PE Polyethylen 

PEG200 Polyethylenglykol 200 

PES Polyethylensuccinat 

PET Polyethylenterephthalat 

PHA Poly[Hydroxyalkanoat] 

PHB Poly[3-Hydroxybutyrat] 

P(HB-HV) Poly[3-Hydroxybutyrat-Co-3-Hydroxyvalerat] 

PLA Polylactid 

PP Polypropylen 

PVC Polyvinylchlorid 

RZA Raum-Zeit-Ausbeute 

SDS-PAGE Sodiumdoecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese 

TfH Thermobifida fusca Hydrolase 

v/v Volumen pro Volumen 

w/v Masse pro Volumen 

YE/S Enzymertragskoeffizient bezogen auf die Glucosekonzentration 

YE/X Enzymertragskoeffizient bezogen auf die Biotrockenmasse 

YIC Yeast integration cassette 

YRC Yeast rDNA integration cassette 

YX/S Biomasseertragskoeffizient 

 

 



VII 

 

ZUSAMMENFASSUNG 

Die nicht-konventionelle, dimorphe, asexuelle und hemiascomycetale Hefe Blastobotrys 

(Arxula) adeninivorans wurde in den letzten Jahren in vielfältiger Weise eingesetzt und 

zahlreichen interessanten biotechnologischen Anwendungen unterzogen. Ein herausragendes 

Merkmal dieser Hefe ist das breite Substratspektrum, welches eine Vielzahl an Zuckern, 

Alkoholen sowie Purinen und Alkanen umfasst. 

In Folge der Genomsequenzierung des Stammes A. adeninivorans LS3 wurden drei putative 

Cutinase-Gene identifiziert. Cutinasen sind Serinhydrolasen, die in der Lage sind, Cutin der 

pflanzlichen Cuticula abzubauen. Dies ermöglicht es beispielsweise pflanzenpathogenen Pilzen 

wie Fusarium solani f. sp. pisi, die durch Cutin geschützten Bereiche zu penetrieren, um in die 

Wirtspflanze einzudringen. Trotz der Isolation von A. adeninivorans Stämmen aus 

Holzhydrolysat in Sibirien sowie humusreichen Böden wurde diese Hefe bisher nicht als 

pflanzenpathogen beschrieben. Auch das Vorhandensein von Cutinasen oder Cutinase-

ähnlichen Enzymen blieb bisher gänzlich unbemerkt. Cutinasen sind für ein breites Spektrum an 

technischen Anwendungen zum Beispiel im Bereich des Abbaus und des Recyclings von 

bioabbaubaren Kunststoffen interessant. Aus diesem Grund wurden die drei Gene ACUT1, 

ACUT2 und ACUT3 aus dem Genom von A. adeninivorans LS3 isoliert. Mittels Homologie-

Modellierung und Sequenzvergleich mit bekannten und charakterisierten Cutinasen konnten die 

α/β-Hydrolase Struktur, die katalytisch aktive S-D-H Triade mit dem in das G-Y-S-Q-G Motiv 

eingebetteten nucleophilen Serin, die Substratbindeschleife sowie die sogenannte „Flap-Helix“ 

identifiziert werden. Außerdem wies Acut3p eine einzigartige C-terminale Glycin-Threonin-

Serin reiche Sequenz (GTS-Sequenz) auf, die unabhängig von der katalytisch aktiven Domäne 

gefaltet ist. Unter Verwendung des Xplor®2 Transformations/Expressionssystems wurden 

rekombinante Varianten der drei putativen Cutinasen Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp mit 

A. adeninivorans G1212 synthetisiert, im Kulturüberstand lokalisiert sowie über den 6xHistidin-

Tag gereinigt. Die anschließende biochemische Charakterisierung ergab ein nahezu uniformes 

Verhalten bezüglich pH-Optimum (pH 5,0 – 5,5) und Temperatur-Optimum (20 – 30 °C). 

Darüber hinaus wurde eine Instabilität der drei Cutinasen unter optimalen pH Bedingungen 

festgestellt. Diese konnte jedoch durch Zugabe von Osmolyten wie PEG200 vollständig 

behoben werden. Das Substratspektrum wurde als entscheidender Parameter für die Einordnung 

der putativen Arxula-Cutinasen untersucht. Die höchste Aktivität bei Substraten mit vier bis 

acht C-Atomen in der Acylkette entsprach dem Verhalten bereits bekannter Cutinasen. 

Weiterhin konnte der Abbau des Modellpolyesters Polycaprolacton sowie die Degradation von 

Apfelcutin erfolgreich durchgeführt werden, womit A. adeninivorans LS3 die erste 

ascomycetale Hefe mit nachgewiesenen cutinolytischen Enzymen ist. Zusätzlich konnte die im 

Vergleich zu Acut1-6hp und Acut2-6hp erhöhte Temperaturstabilität von Acut3-6hp auf die 
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GTS-Sequenz zurückgeführt werden. Als mögliche Ursache für diesen Effekt wurde eine starke 

Glykosylierung der GTS-Sequenz angenommen. Durch Übertragung der GTS-Sequenz auf 

Acut1-6hp konnte die Temperaturstabilität dieses Enzyms erhöht werden. Eine Übertragung auf 

die bereits stark glykosylierte Tannase 1 führte dagegen nicht zu einer Erhöhung der Stabilität 

gegenüber der Temperatur. Weiterhin wurden in zwei verschiedenen Fermentationsverfahren 

mit Fed-Batch-Betriebsweise bis zu 1.000.000 U L-1 (Acut2-6hp) im Medium akkumuliert. Dies 

stellte bereits einen ersten Hinweis auf das Potenzial für eine Anwendung im technischen 

Bereich dar. Dieses Potenzial konnte durch den erfolgreichen Abbau von Polyestern wie 

Polycaprolacton, Polybutylensuccinat, Polylactid, Poly[3-Hydroxybutyrat] sowie  

Poly[3-Hydroxybutyrat-Co-3-Hydroxyvalerat] verstärkt werden. In weiteren Schritten müssen 

nun konkrete Anwendungsfelder für die in dieser Arbeit untersuchten Arxula-Cutinasen 

erschlossen werden. Der Abbau von real anfallenden Kunststoffabfällen aus bioabbaubaren und 

nicht-abbaubaren Folien oder Behältern sowie die Rückgewinnung der aus der Hydrolyse 

erhaltenen Monomere sollten dabei überprüft werden. Auf der anderen Seite wäre eine 

Anpassung der Kultivierungsmedien für die Gewinnung der Cutinasen im Pilot-Maßstab 

angebracht, um eine Produktionskostenreduktion zu erreichen.    
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SUMMARY 

In recent years, the non-conventional, dimorphic, asexual and hemiascomycetous yeast 

Blastobotrys (Arxula) adeninivorans has been exploited in many ways for interesting 

biotechnological applications. One extraordinary property of this organism is its wide substrate 

spectrum including besides different sugars and alcohols even purines as well as alkanes. 

However, the existence of cutinases in A. adeninivorans remained undiscovered until the 

identification of three genes encoding for putative cutinases in a genome sequencing approach. 

Cutinases are extracellular esterases which are enabling the penetration of the plant cuticle by 

plant pathogenic fungi. Furthermore, they are of interest for a wide range of industrial 

applications including the recycling of biodegradable polyesters. For this reason, in this work, 

the three genes ACUT1, ACUT2 and ACUT3 were isolated from genomic DNA of A. 

adeninivorans LS3. Important amino acid residues like the catalytic S-D-H triade, the substrate 

binding loop and the “flap-helix” as well as the α/β-hydrolase fold were identified by amino 

acid sequence alignment and homology modeling. Acut3p was found to contain a unique C-

terminal serine, threonine and glycine rich peptide sequence (GTS-sequence). 

The recombinant, His-tagged versions Acut1-6hp, Acut2-6hp and Acut3-6hp were synthesized 

with A. adeninivorans as host system, subsequently purified and biochemically characterized. 

The optima for temperature (20 – 30 °C) and pH (5.0 – 5.5) as well as the instability in this pH 

range were found to be similar between all three Arxula cutinases. Also, their substrate spectra 

were comparable with other already known cutinases. An optimum for four to eight carbon 

atoms in the acyl-chain of fatty acid esters and the ability to hydrolyze the model polyester PCL 

as well as cutin isolated from apple peals finally confirmed that Acut1p, Acut2p and Acut3p are 

cutinases or cutinase-like enzymes. The well-known cutinase from Fusarium solani f. sp. pisi 

was used as a positive control for comparison. Additionally, it was shown that Acut3-6hp is 

more stable at higher temperatures than Acut1-6hp and Acut2-6hp possibly due to the 

glycosylation of the GTS-region as suggested previously. Therefore, this region was 

successfully transferred to Acut1p as well as tannase 1 from A. adeninivorans to increase their 

temperature stability. This approach was only advantageous for Acut1p since the original 

tannase 1 is already glycosylated. Finally, the ability for the degradation of polyester 

nanoparticles from polycaprolactone, poly[butylene succinate], poly[lactic acid],  

poly[3-hydroxybutyrate] and poly[3-hydroxybutyrate-co-3-hydroxyvalerate] as well as the high 

enzyme activity which could be achieved in fed-batch fermentations (1,000,000 U L-1  

Acut2-6hp) shows a great potential of the A. adeninivorans three cutinases for industrial 

applications.   

    





Kapitel 1 – Einleitung 
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KAPITEL 1 – EINLEITUNG 

1.1 Plastik in der Umwelt 

Plastik, oder Kunststoff im Allgemeinen, wird heute als Garant für Fortschritt in 

Technologie und Wissenschaft angesehen. Auf Grund ihrer überragenden und flexibel 

generierbaren Eigenschaften wurden herkömmliche Materialien wie Glas, Beton, Holz 

oder Metall seit den 1950er Jahren kontinuierlich durch Kunststoffe ersetzt (1). Dabei 

bezeichnet der Begriff Plastik im eigentlichen Sinn nur den Teil der 

Kunststoffmaterialien, der unter Einwirkung von Wärme plastisch verformbar ist, ohne 

eine Zerstörung der Polymerkette zu verursachen. Neben diesen sogenannten 

Thermoplasten existieren auch Duroplasten, die nicht thermisch verformbar sind (2, 3). 

Insgesamt wurden im Jahr 2014 weltweit ca. 311 Mio. Tonnen Kunststoff produziert, 

wobei der Hauptanteil auf die Thermoplasten Polyethylen (PE – 73 Mio. Tonnen), 

Polyethylenterephthalat (PET – 53 Mio. Tonnen), Polypropylen (PP – 50 Mio. Tonnen) 

und Polyvinylchlorid (PVC – 35 Mio. Tonnen) fällt. Zu den Duroplasten gehören die 

Polyurethane, Phenol- und Epoxidharze. Die Produktion sowie die Nutzung und der 

Verbrauch von Kunststoffen werden sich in Zukunft noch weiter erhöhen. Laut einer 

Prognose wird die jährliche Produktion bis zur Mitte dieses Jahrhunderts auf 2.000 Mio. 

Tonnen erhöht (4). 

Durch die Verwendung von Additiven können Kunststoffe mit den Eigenschaften 

erzeugt werden, die für die spätere Anwendung benötigt werden (5). Diese Flexibilität 

macht Kunststoff als Werkstoff sehr attraktiv und ermöglicht seine Anwendung in 

vielen verschiedenen Bereichen wie Nahrungsmittelverpackungen, Medizin, Bauwesen, 

Automobilindustrie, Elektronik und Landwirtschaft. Dabei werden als Zusatzstoffe 

verschiedene Weichmacher, Pigmente sowie UV- und Flammschutzmittel eingesetzt. 

Die für die Anwendung beste Eigenschaft der Kunststoffe ist ihre enorme Beständigkeit. 

Diese ermöglicht die sehr langen Lebenszeiten der Produkte. Auf der anderen Seite 

jedoch stellt sich diese Eigenschaft als fatal für die Umwelt heraus, da die lange 

Lebenszeit der Produkte, speziell bei Verpackungsmaterial, einer teilweise sehr kurzen 

Verwendungszeit gegenübersteht. Dies führte über Jahrzehnte zu einer hohen 

Akkumulation von Kunststoffabfällen auf Deponien und in der Umwelt.  
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Vor allem in der Umwelt ergeben sich durch die Exposition mit Kunststoff-Partikeln 

und -Fetzen sehr große Probleme für die Flora und Fauna. Deutlich wird dies u. a. in der 

marinen Umwelt (6). Es sind vielzählige Fälle beschrieben bei denen Meeressäuger, 

Fische und Vögel durch Plastikteile sowie Mikro- bzw. Nanopartikel geschädigt 

wurden. Die Verstrickung in Plastikteile oder dessen Aufnahme in den Verdauungstrakt 

enden oft letal (7–9). Mikroplastik führt dabei zu Entzündungsprozessen. Auch der 

Lebensraum kann durch Plastikteile zerstört werden. Dies wurde für Korallenriffe und 

Mangroven bereits nachgewiesen (10). Mangroven stellen dabei eine Art Sammelort für 

den Plastikmüll dar, da dieser auf Grund der Struktur der Mangroven zurückgehalten 

wird. Das sogenannte „Rafting“ von Organismen auf Plastikteilen kann ebenso 

problematisch sein, da hier Arten weit über die Grenzen ihrer natürlichen Lebensräume 

hinaus transportiert werden und in neue Bereiche eindringen (11, 12). Hierdurch kann es 

auch zur Verbreitung von Pathogenen kommen (13). Über aus dem Meer gewonnene 

Tiere, die als Nahrungsmittel verwendet werden, gelangen Mikro- und 

Nanokunststoffpartikel auch in den Menschen. Die tatsächlichen Auswirkungen dieser 

Problematik sind noch nicht ausreichend untersucht worden. 

Die beispielhaft genannten Umweltprobleme und die Frage nach Nachhaltigkeit und 

Einsparung fossiler Rohstoffe führten zur Idee und der Entwicklung sogenannter 

Biokunststoffe. Dieser Begriff umfasst zwei Kategorien. Zu Kategorie eins gehören die 

biobasierten Kunststoffe wie u.a. PE, PLA, PHB, Stärke und Cellulose, die aus 

nachwachsenden Rohstoffen erzeugt werden können. Kategorie zwei setzt sich aus 

bioabbaubaren Kunststoffen wie PBSu, PES und PCL zusammen, die vollständig oder 

zum Teil aus fossilen Rohstoffen erzeugt werden (14). Die Einteilung ist jedoch 

komplex, da auch biobasierte Kunststoffe bioabbaubar sein können. Biobasierte 

Kunststoffe werden entweder direkt aus Biomasse erzeugt (15) oder Biomasse wird als 

Substrat zur fermentativen Erzeugung der Polymere (PHA) oder deren Monomere 

(Milchsäure für PLA) verwendet (16–18). Die Ausgangsstoffe für die Synthese von 

PBSu können auch bereits auf fermentativen Weg erzeugt werden (19). Der Begriff der 

Bioabbaubarkeit (ultimative Bioabbaubarkeit) ist definiert als Eigenschaft eines 

Materials, durch biologische Prozesse teilweise oder vollständig in 

Kohlenstoffdioxid/Methan, Wasser, Energie und Biomasse abgebaut werden zu können 

(20). In verschiedenen Studien wurde die Akkumulation von Kunststoffen in der 

Umwelt und vor allem im Meer nachgewiesen (21–25).  
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Da die für den biologischen Abbau notwendigen Bedingungen (Mikroorganismen, 

Temperatur, UV-Strahlung u.v.m.) nicht in jedem Fall vorhanden sind, akkumulieren 

auch die eigentlich abbaubaren Kunststoffe (26).  

Damit wird eines der Ziele des Einsatzes von bioabbaubaren Kunststoffen nicht erreicht, 

nämlich die Minderung der Belastung von Flora und Fauna im Fall einer Entsorgung in 

die Umwelt. Auch die Kompostierung erfüllt nur das Ziel der Minimierung von 

Deponievolumen. Eine Schonung von Rohstoffen kann nur durch die Etablierung von 

Kreislaufwirtschaft erfolgen. Dabei spielt es keine Rolle, ob es sich um fossile oder 

nachwachsende Rohstoffe handelt. Aus diesem Grund hat das Umweltprogramm der 

vereinten Nationen (UNEP) eine Richtlinie für die Verwirklichung der echten 

Kreislaufwirtschaft herausgegeben. In dieser werden folgende Ziele beschrieben.  

I. Die Reduktion des Rohstoffeinsatzes  

II. Re-Design von Produkten, um eine erneute Nutzung oder ein verbessertes 

Recycling zu ermöglichen  

III. Einweg-Produkte nach Möglichkeit vermeiden  

IV. Wiederaufarbeitung  

V. Vermeidung von Abfällen  

VI. Rückgewinnung von Rohstoffen oder Energie (27). 

1.2 Rückgewinnung von Kunststoffen 

Die Rückgewinnung und Wiederverwendung von Kunststoffmaterialien (Abb. 1) wird 

auf der Basis der verwendeten Technologie und dem Level der Wiedereinführung in den 

Produktionsprozess in vier Wege unterteilt (28, 29). Dabei entspricht die vierte Route 

der Verbrennung des Kunststoffs als Heizmaterial. Auf diesen Weg wird im Folgenden 

nicht weiter eingegangen. 
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Abb. 1: Die vier Routen des Plastik Recyclings und deren Reintegration in den Produktionsprozess. Erweitert nach 

(29). Die prozentualen Anteile entsprechen den Verhältnissen in Europa von 2015 (4). 

   

Die direkte Wiederverwendung von Kunststoffmaterialien stellt die ökonomisch und 

ökologisch sinnvollste Variante dar. Ein Beispiel hierfür ist die Verwendung von 

Mehrwegflaschen aus PET, die nach dem Sammeln gespült und für den gleichen Zweck 

wiederverwendet werden. Hierdurch werden vor allem die bei anderen 

Konversionstechnologien auftretenden Emissionen von u. a. Kohlenstoffdioxid, 

Stickoxiden und Schwefeldioxid vermieden (29, 30). Die direkte Wiederverwendung ist 

jedoch nur durchführbar, wenn das jeweilige Produkt während seiner Verwendung nicht 

beschädigt oder in seiner Form verändert wird. Ist dies der Fall müssen verschiedene 

Technologien eingesetzt werden, um die Wiederverwendung zu ermöglichen. 

Beim sogenannten Primär-Recycling, auch Re-Extrusion genannt, wird hauptsächlich 

der in der industriellen Produktion von Kunststoffteilen anfallende Abfall erneut in den 

Produktionsprozess eingeführt (31). Da diese Teile keine Beanspruchung durch 

Benutzung erfahren haben, weist das aus ihnen erzeugte Produkt keine verminderte 

Qualität auf. Ein Primär-Recycling der vom Endanwender generierten Kunststoffabfälle 

ist im Regelfall nur schwer möglich, da eine selektive Sammlung erfolgen muss und das 

Material während der Nutzung beansprucht wurde, wodurch es i.d.R. qualitativ 

schlechter wurde. Diese Probleme sind auch die Herausforderung des mechanischen 

bzw. Sekundär-Recyclings. Hierbei werden mechanische Verfahren eingesetzt, um neue 
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Teile aus Kunststoffabfällen zu generieren. Abhängig von der Homogenität des 

Abfallmaterials sowie dessen Grad der Beanspruchung entstehen neue Produkte von 

meist minderer Qualität wie zum Beispiel Einkaufstüten, Rohre und Regenrinnen, oder 

auch Tür- und Fensterprofiele. Für eine Reintegration der Kunststoffabfälle in einen 

neuen Produktionsprozess erfolgt im ersten Schritt eine Reduktion der Partikelgröße 

mittels Zweiwalzen-, Kryomühlen oder Präzisionsmesser auf <0,2 mm. Auch die Form 

wird dabei verändert, sodass entweder Pellets, Flakes oder Pulver für eine Extrusion 

bereitstehen. Vor dieser findet ein Waschschritt sowie, abhängig vom späteren Produkt, 

die Beimischung von Pigmenten oder weiteren Zusätzen statt. Dabei kann es sich 

beispielsweise um sogenannte kompatibilitätserhöhende Substanzen handeln, die eine 

Phasentrennung zwischen zwei unterschiedlichen Kunststoffen im Gemisch verhindern 

sollen (32, 33). Dies führt zu einer Vergrößerung des Anwendungsbereiches des 

Sekundär-Recyclings. Weitere Additive werden mit dem Ziel der 

Eigenschaftsverbesserung des entstehenden Materials hinzugefügt. Ein Beispiel hierfür 

sind sogenannte Weichmacher. Dem mechanischen Recycling sind jedoch Grenzen 

bezüglich der Qualität des zu erzeugenden Produktes gesetzt. Durch die 

Gebrauchsbeanspruchung der Kunststoffpolymere während der Nutzung sowie die 

mechanische Belastung während der Aufbereitung kann es zu Veränderungen und zur 

Degradation der Polymerketten kommen. Das Wirken von Temperatur, mechanischem 

sowie oxydativem Stress führt zu einer stetigen Abnahme der Materialbelastbarkeit und 

damit auch der Qualitätsansprüche des resultierenden Produktes, sodass diese Form des 

Recyclings nicht unendlich oft wiederholt werden kann und der Kreislauf damit 

unterbrochen wird. In diesem Zusammenhang wird von einem Downgrading 

gesprochen (34). 

Eine Möglichkeit einen geschlossenen Kreislauf zu erhalten stellt das chemische oder 

Tertiär-Recycling dar. Hierbei handelt es sich um eine rohstoffliche Nutzung des 

Kunststoffmaterials mit dem Ziel der Rückgewinnung von Monomeren und 

niedermolekularen Ausgangsstoffen für die Neusynthese von Kunststoffen (35–39).  

Da die Polymerketten abgebaut und neu synthetisiert werden, kann über diesen Weg ein 

Produkt mit gleicher oder sogar höherer Qualität im Vergleich zum Ausgangsprodukt 

erzeugt werden. Es steht eine Vielzahl verschiedener Verfahren zur Verfügung, deren 

Anwendbarkeit stark vom Ausgangsmaterial abhängt. 
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Das Cracken ist ein Verfahren, welches bereits aus der Erdölverarbeitung bekannt ist 

und bei welchem die Polymere durch Anwendung hoher Temperaturen, Wasserstoff 

spezieller Katalysatoren bzw. einer Kombination aus diesen aufgespalten werden. Beim 

thermischen Cracken, der Pyrolyse, erfolgt eine Behandlung der Materialien bei sehr 

hohen Temperaturen zwischen 350 °C und 900 °C unter Ausschluss von Sauerstoff  

(1, 40, 41). Dabei entsteht, neben einem kohleartigen Rückstand, ein gasförmiges 

Gemisch aus kettenförmigen sowie zyklischen Kohlenwasserstoffen. Auf Grund des 

hohen Energiegehaltes dieses Gases von etwa 22-30 MJ m-3 wird dies zur Erzeugung 

von Elektrizität oder Dampf eingesetzt. Als Nebenprodukt entsteht ebenfalls eine an 

Aromaten angereicherte flüssige Fraktion aus einem komplexen Gemisch von 

organischen Verbindungen mit einer Kettenlänge von fünf bis zwanzig 

Kohlenstoffatomen. Diese Fraktion kann nach Aufbereitung in Ölraffinerien verwendet 

werden. Die Aufarbeitung kann durch sogenanntes Hydrocracken erfolgen (42–44). 

Dabei wird das Ausgangsmaterial unter erhöhtem Druck einer Wasserstoffatmosphäre 

bei Temperaturen zwischen 200 °C und 400 °C und Anwesenheit eines Katalysators  

(Pt, Ni, Fe) gespalten, wobei im Gegensatz zur Pyrolyse kein fester Rückstand übrig 

bleibt (1). Das sogenannte katalytische Cracken ist eine Methode bei der ein spezieller 

Katalysator zur Polymerspaltung verwendet wird (45, 46). Integriert in den Prozess der 

Pyrolyse soll dieser die nötige Reaktionstemperatur senken und zur Erzeugung eines 

definierten Produktgemisches beitragen. 

Neben dem Cracken wird auch die partielle Oxidation zur Polymerspaltung eingesetzt. 

Bei diesem Verfahren wird Sauerstoff und Dampf verwendet, um Synthesegase und 

verschiedene Kohlenwasserstoffe zu erzeugen (47). 

Ein in seiner Einsatzmöglichkeit begrenztes Verfahren stellt die Depolymerisation dar. 

Eine Anwendung kann nur bei der Verwertung von Kondensationspolymeren wie unter 

anderen Polyestern erfolgen. Dabei werden diese zur Umkehrreaktion gezwungen, 

welche in Abhängigkeit vom Ausgangsmaterial oder der verwendeten 

Aktivierungsmethode z. B. als Alkoholyse, Hydrolyse oder Glykolyse bezeichnet 

werden kann (36, 48–50). 

Im weitesteten Sinn kann auch die enzymatische Depolymerisation in diese Kategorie 

eingeordnet werden. Dabei macht eine Rückgewinnung von Monomeren vor allem bei 

den Polyestern Sinn, die zur Gruppe der bioabbaubaren Kunststoffe gehören. Diese 

unterliegen bei der Biodegradation folgendem Mechanismus (51–53). Mikroorganismen 
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sind im Allgemeinen nicht in der Lage die hoch molekularen Polymere aufzunehmen. 

Zur Freisetzung von wasserlöslichen und damit assimilierbaren Monomeren werden 

hydrolytische Enzyme sezerniert, die zur Hydrolyse der Bindung zwischen den 

Monomeren befähigt sind. Auf Grund der Größe der Enzyme sind diese jedoch nicht in 

der Lage in die Polymermatrix einzudringen, d. h. sie können nur an der Oberfläche des 

Polymers wirken. Dieser Prozess wird als Oberflächenerosion bezeichnet und 

unterscheidet sich daher von der Massenerosion (Bulkerosion), die eine 

Polymerspaltung tief in der Polymermatrix darstellt (54). Die freigesetzten Monomere 

werden von den Mikroorganismen aufgenommen und anschließend für den Aufbau von 

Biomasse und die Bildung von Energie verwendet, wobei unter aeroben Bedingungen 

Kohlenstoffdioxid und unter anaeroben Bedingungen Methan entstehen. 

Um die Rückgewinnung von Monomeren zu ermöglichen müssen diese sezernierten 

Enzyme isoliert von den Mikroorganismen eingesetzt werden. Dies bietet die gleichen 

Vorteile, die auch mit dem rein katalytischen Cracken erlangt werden können. Die 

Degradation soll unter moderaten Bedingungen, also zwischen Raumtemperatur und 

70 °C bei Umgebungsdruck, ermöglicht werden. Im Allgemeinen sind die Abbauraten 

im Vergleich zur Pyrolyse deutlich geringer, jedoch wird durch höhere 

Umweltfreundlichkeit auch eine höhere Akzeptanz erreicht (55). 

Die Geschwindigkeit, mit der ein Polymer durch Enzyme abgebaut wird, hängt 

maßgeblich von abiotischen Faktoren und vor allem von den Polymereigenschaften ab. 

Da es sich bei der enzymatischen Degradation um eine Oberflächenerosion handelt, 

erfolgt diese deutlich schneller je höher die spezifische Oberfläche der 

Kunststoffpartikel ist (56). Weiterhin verringert eine hohe Hydrophobizität der 

Polymeroberfläche die Anbindungsfähigkeit vieler sezernierter und damit eher 

hydrophiler Enzyme, wodurch auch die Abbaurate verringert werden kann. Auch die 

molekulare Masse des Polymers kann einen Einfluss auf die Abbaugeschwindigkeit 

haben. Höhermolekulare Polymere werden langsamer abgebaut als niedermolekulare 

(57). Kristalline Bereiche in Polymeren sind für Enzyme schlechter zugänglich und 

werden daher mit deutlich verringerter Geschwindigkeit abgebaut (58, 59). Polymere 

mit hoher Schmelztemperatur werden mit geringerer Geschwindigkeit abgebaut  

(57, 60, 61). Die Schmelztemperatur eines Polymers ist die Temperatur, bei der die 

kristallinen Bereiche aufschmelzen und in einen flüssigen Zustand übergehen. In einer 

umfangreichen kinetischen Analyse des Abbaus von aliphatischen-aromatischen 
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Polyestern durch Lipasen konnte die Temperaturdifferenz zwischen Schmelz- und 

Abbautemperatur als der bedeutendste Faktor identifiziert werden (62, 63). Dabei 

konnte kein Abbau bei einer Temperaturdifferenz unter 30 °C nachgewiesen werden. Je 

näher die Reaktionstemperatur an die Schmelztemperatur heran kommt, umso höher ist 

die Kettenmobilität des Polymers. Eine hohe Mobilität begünstigt den Eintritt der 

Polymerkette in das aktive Zentrum der Enzyme. Amorphe Bereiche eines Polymers 

sind für Enzyme besser zugänglich, solange die Reaktionstemperatur über der 

Glasübergangstemperatur liegt bzw. diese niedrig genug ist, sodass eine ausreichende 

Kettenmobilität gewährleistet ist. Die Glasübergangstemperatur ist die Temperatur bei 

der amorphe Polymerbereiche vom Zustand eines Glases in den zähflüssigen Zustand 

übergehen. Die Höhe der Schmelz- und Glasübergangstemperatur wird durch die 

chemische Struktur der Polymerkette, dem Vorhandensein und der Art der Seitenketten, 

sowie den Wechselwirkungen zwischen den Polymerketten bestimmt.  

Die Polymerketten aliphatischer Polyester zeichnen sich durch eine hohe Flexibilität 

aus, wodurch diese auch anfälliger für den enzymatischen Abbau sind. Das 

Vorhandensein von aromatischen Bestandteilen führt zu einer Verringerung der 

Flexibilität und damit einer Erhöhung der Schmelztemperatur, wodurch die Abbaurate 

verringert wird. Beispielsweise weist PET eine Schmelztemperatur von ca. 200 °C auf. 

Kristallines PET ist aus diesem Grund sehr resistent gegenüber enzymatischem Abbau. 

Amorphes PET weist ebenfalls noch eine geringe Abbaubarkeit auf, da seine 

Glasübergangstemperatur bei etwa 70 °C liegt. Nur bei Temperaturen nahe 70 °C kann 

ein gewisses Maß an Kettenmobilität und damit eine Erhöhung der Abbaurate erreicht 

werden. 

Auch die biochemischen Eigenschaften der Enzyme beeinflussen die Abbaurate von 

Polymeren. Ein breites Spektrum an Enzymen aus der Klasse der Hydrolasen wurde mit 

der Fähigkeit zum Abbau verschiedener Polyester in Mikroorganismen detektiert. Für 

den Abbau von PHB oder allgemein PHA´s wurden sowohl intra- als auch 

extrazelluläre Enzyme aus der Gruppe der Serin-Hydrolasen beschrieben, die von einer 

Vielzahl verschiedener Bakterien u. a. der Gattungen Bacillus, Pseudomonas, 

Streptomyces, Acidivorax und Alcaligenes synthetisiert werden. Die hohe Verbreitung 

von Organismen, die zum Abbau von PHA befähigt sind, kann mit dem Vorkommen 

dieser Polymere als natürliches Speicherpolymer der Bakterien erklärt werden (14, 64). 

Extrazelluläre PHB-Depolymerasen weisen neben der Lipase-ähnlichen katalytisch 
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aktiven Domäne noch eine Substratbindedomäne auf, die über einen Threonin-reichen 

Linker miteinander verbunden sind (65–67). 

Am Abbau des Milchsäurepolymers PLA sind dagegen sowohl proteolytische als auch 

lipolytische Serin-hydrolasen beteiligt. Die Proteasen erkennen PLA dabei 

wahrscheinlich als Proteinanalogon und spalten daher bevorzugt bzw. ausschließlich die 

L-Form dieses Polymers. Nur wenige Vertreter der klassischen Lipasen sind in der Lage 

PLA abzubauen, jedoch konnte diese Fähigkeit bei sogenannten Cutinasen 

nachgewiesen werden. Dies sind lipolytische Enzyme mit Eigenschaften der klassischen 

Lipasen und der unspezifischen Esterasen. Cutinasen und Cutinase-ähnliche Enzyme 

unterscheiden auch nicht zwischen der D- und L-Form des PLA (68). PLA abbauende 

Mikroorganismen sind weniger verbreitet als PHB oder PCL abbauende. Eine Induktion 

der abbauenden Enzyme wird durch Protein basierte Stoffe wie Seidenfibroin, Elastin 

und Gelatine hervorgerufen (68–70). 

Verschiedene Lipasen und Cutinasen sind auch in der Lage die Polymere PCL und 

PBSu abzubauen. PBSu abbauende Enzyme wurden häufig aus thermophilen 

Actinomyceten wie Amycolatopsis sp. HT-6, Microbispora rosea oder Excellospora 

japonica isoliert. Der PCL-Abbau ist jedoch häufiger bei Mikroorganismen zu finden. 

Vertreter der cutinolytischen Enzyme wie PaCLE1 weisen ein sehr breites 

Substratspektrum auf und sind in der Lage die Polymere PCL, PLA, PBSu und PBSA 

abzubauen (71). 

Der Abbau von aromatisch-aliphatischen Polyestern mit hohen Schmelztemperaturen 

wie PET wurde ebenfalls für lipolytische und cutinolytische Enzyme beschrieben. 

Dabei ist vor allem TfH hervorzuheben. Diese cutinolytische Esterase ist in der Lage 

niedrig-kristallines PET aus Flaschen abzubauen. Dies wird durch eine hohe 

Temperaturstabilität und Aktivität bei 55 °C ermöglicht (51, 72, 73). 

Aufgrund ihres Potenzials zum Abbau verschiedener Polyester stellen Cutinasen und 

cutinolytische Enzyme sehr interessante Zielproteine für industrielle Anwendungen dar. 

Wie stark die Fähigkeit zum Polymerabbau ausgeprägt ist, hängt allerdings von den 

konkreten Enzymeigenschaften ab und muss daher für den jeweils konkreten Fall 

untersucht werden. 
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1.3 Cutinasen 

Cutinasen (EC 3.1.1.74) gehören zu den Hydrolasen, die mit Ester Bindungen 

wechselwirken und diese spalten. Obwohl sie nicht primär an Reaktionen mit Zuckern 

beteiligt sind, werden sie gemeinsam mit Acetylxylanesterase (EC. 3.1.1.72) zu den 

Kohlenhydratesterasen der Familie 5 gezählt (74). Die ersten Cutinasen wurden aus 

pflanzenpathogenen Pilzen isoliert (75–79). So wurde die Cutinase aus F. solani f. sp. 

pisi bereits in den 1970er Jahren im Detail beschrieben und charakterisiert. Sie ist die 

bis heute am besten untersuchte Cutinase und dient als Modellenzym für diese 

Enzymklasse. 

Die erste Röntgenkristallstruktur der Fusarium solani f. sp. pisi Cutinase wurde 1992 

durch Martinez et al. (80) veröffentlicht. Demnach wurden Cutinasen in die Gruppe der 

Serinhydrolasen mit der für viele Hydrolasen typischen α/β-Struktur eingeteilt. Auch 

Lipasen und Serin-Proteasen sind typische Vertreter der α/β-Hydrolasen, die sich zwar 

deutlich in ihrer Aminosäuresequenz unterscheiden jedoch strukturell stark konserviert 

sind (81). Allen ist die katalytisch aktive Triade, bestehend aus einem nucleophilen 

Serin, Histidin und einer sauren Aminosäure, gemein. Im Fall der Cutinasen nimmt 

Asparaginsäure diesen Platz ein. Diese drei Aminosäurereste sind auf Loops zwischen 

den β-Faltblättern und α-Helices positioniert, sodass eine räumliche Nähe gewährleistet 

ist. Diese Struktur wird bei den Cutinasen durch mindestens eine Disulfidbrücke 

stabilisiert. Es sind auch Cutinasen mit zwei bzw. drei Disulfidbrücken beschrieben. 

Weitere wichtige Merkmale der Struktur der Cutinasen sind die Bindeschleife („Binding 

Loop“) und die Helix Klappe („Flap-Helix“) (82–84). Die genannten Strukturmerkmale 

sind zusammen mit der allgemeinen Struktur der α/β-Hydrolasen in Abb. 2 dargestellt. 

Die Cutinase von F. solani f. sp. pisi besitzt im Vergleich zum allgemeinen Aufbau der 

α/β-Hydrolasen nur fünf der acht dargestellten Faltblätter. Es fehlen β1 und β2 sowie 

die beiden Helices α4 und α5 (ist stark verkleinert). 
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Abb. 2: Allgemeine Struktur der α/β-Hydrolasen. Schematische Darstellung (A) nach Ollis et al. (81) mit acht β-

Faltblättern (rote Pfeile) und sechs α-Helices (blaue Zylinder). Die Ausprägung (gestrichelte Linie) sowie die genaue 

Anzahl dieser Elemente können variieren. Die an der katalytischen Triade beteiligten Aminosäurereste sind orange 

dargestellt. Im Fall der F. solani f. sp. pisi Cutinase dient Serin als Nucleophil und Asparaginsäure als Säure. In (B) 

ist die dreidimensionale Struktur der F. solani f. sp. pisi Cutinase mit den wichtigen Strukturelementen dargestellt 

(85, 86). 

 

Die Bindeschleife und die Helixklappe sind für die Substratbindung und damit auch für 

die Substratspezifität verantwortlich (80). Im Gegensatz zu den Lipasen können 

Cutinasen sowohl wasserlösliche, kurz- und mittellange Ester als auch langkettige 

emulgierte Triacylglyceride effektiv hydrolysieren. Dabei ist keine Lipid-Wasser 

Phasengrenze notwendig. Es tritt somit keine Grenzflächenaktivierung analog zu den 

Lipasen auf. Dies wird auf das Fehlen eines größeren hydrophoben „Deckels“ in Form 

einer Helix zurückgeführt, wie sie bei Lipasen üblich ist (87–90). Bei diesem wird die 

katalytische Aktivität erst durch eine Konformationsänderung dieser Helix ermöglicht. 

An gleicher Stelle befindet sich bei den Cutinasen die deutlich geringer ausgeprägte 

Helixklappe, die zwar ebenfalls eine Konformationsänderung erfährt, jedoch auch im 
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Normalzustand nicht in der Lage ist, das nucleophile Serin abzudecken. Dadurch ist 

dieses zugänglich für das umgebene Lösungsmittel. Unspezifische Esterasen weisen 

keine Helixklappe auf und hydrolysieren bevorzugt kurzkettige Ester. Ihre Aktivität 

nimmt sehr schnell mit zunehmender Kettenlänge ab. 

Der mehrschrittige Reaktionsmechanismus ist für alle Serinhydrolasen identisch und in 

Abb. 3 dargestellt. Im substratlosen Ausgangszustand befinden sich die 

Aminosäurereste der katalytischen S-D-H Triade in enger räumlicher Nähe zueinander 

und stabilisieren sich gegenseitig. Beim Eintritt des Esters in den Bereich des aktiven 

Zentrums erfolgt ein nucleophiler Angriff des Serin auf den Carbonyl Kohlenstoff, 

wobei ein tetraedraler Übergangszustand eingenommen wird. Dieser wird durch 

Ausbildung von Wasserstoffbrücken mit den Amid Gruppen der Aminosäuren des 

Oxyanionen-Loches stabilisiert. Im Fall der Cutinasen von F. solani f. sp. pisi sind das 

ein Serin in Position 42 und ein Glutamin in Position 121 (91). Das bei diesem Prozess 

freigewordene Proton wird mit Unterstützung der Asparaginsäure vom Histidin 

aufgenommen. Im Folgeschritt wird der Alkohol unter Bildung eines Acyl-Enzym-

Komplexes abgespalten. Dieser wird anschließend durch ein Wassermolekül nucleophil 

attackiert, wodurch ein zweiter tetraedraler Übergangszustand ausgebildet wird. Auch 

bei diesem erfolgt eine Stabilisierung durch die Aminosäuren des Oxyanionen-Loches. 

Im finalen Schritt wird die Säure aus dem Acyl-Enzym-Komplex abgespalten und aus 

dem aktiven Zentrum freigesetzt. Die Aminosäuren der katalytischen Triade erreichen 

wieder einen stabilen Ausgangszustand. Für diesen Mechanismus werden keine  

Co-Faktoren benötigt. Der geschwindigkeitsbestimmende Schritt ist die Freisetzung der 

Säure aus dem Acyl-Enzym-Komplex (92, 93). 
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Abb. 3: Reaktionsmechanismus der Serinhydrolasen nach Holmquist (92). Die Hydrolyse von p-Nitrophenylbutyrat 

in p-Nitrophenol und Buttersäure dient als Beispielreaktion. Die Funktion der sauren Aminosäure wird von 

Asparaginsäure übernommen. 

 

Die natürliche Funktion der Cutinasen besteht im Abbau des natürlichen Polyesters 

Cutin, welches neben dem inerten Cutan und Wachsen Bestandteil der Cuticula auf der 

Epidermis höherer Pflanzen ist. Es befindet sich unter anderem auf Blättern, Stängeln, 

Früchten und Samenschalen von Land- und Wasserpflanzen, wobei die jeweilige 

Schichtdicke zwischen der Lokalisation, der Art der Pflanze und dessen 

Entwicklungsphase variiert. Typischerweise beträgt die Cutinschicht 0,5 – 14 µm und 

enthält ca. 20 – 600 µg Cutin cm-2. Auf Früchten höherer Pflanzen kann der Cutingehalt 

sogar 1,5 mg cm-2 betragen. Bei niedrig entwickelten Pflanzen, wie zum Beispiel 

Moosen, ist die Cutinschicht weniger stark ausgeprägt (94). 

 

 



Kapitel 1 – Einleitung 

14 

 

Auch die Monomeren-Zusammensetzung des Cutins variiert sehr stark zwischen den 

pflanzlichen Spezies, den verschiedenen Organen sowie der Entwicklungsphase  

(95, 96). Im Allgemeinen können mit den C16- und C18-Fettsäuren zwei Hauptfamilien 

der Monomere unterschieden werden. Diese können in nicht-, einfach- oder mehrfach- 

hydroxylierter Form vorliegen. Auch ungesättigte und funktionalisierte C16- bzw.  

C18-Fettsäuren wurden identifiziert (97–99). Eine Zusammenfassung ist in Abb. 4 

gezeigt. 

 

 
Abb. 4: Allgemeine Zusammensetzung der Cutin-Monomere nach Pollard et al. (99). Gezeigt ist jeweils ein 

Strukturbeispiel für jede Monomerengruppe. In eckigen Klammern sind die in der jeweiligen Gruppe enthaltenen 

Varianten angegeben. Neben jeder Gruppe ist der prozentuale Anteil am gesamten Cutin aufgeführt. Die starke 

Variation deutet die Heterogenität des Cutins verschiedener Pflanzen bzw. Pflanzenteile an. Unterstrichene 

Bestandteile sind bevorzugt im Suberin zu finden. 

 

Das Cutin ist gemeinsam mit den nahezu inerten Cutan sowie intracuticulären Wachsen 

in der Cuticula eingebettet und mit den sogenannten epicuticulären Wachsen 

überschichtet (98, 100). Es sind drei mögliche Modelle der Struktur des Cutins bekannt. 

Im ersten Modell werden die Polymerketten des Cutin aus den primären Ester 

Bindungen zwischen den endständigen Hydroxylgruppen und den Carboxylgruppen der  

ω-Hydroxyfettsäuren gebildet. Dies führt zu einer in Form eines Dendrimer 

vorliegenden Polymerstruktur. Dies wird auch erreicht, wenn Glycerol und  

α,ω-Dicarbonsäuren durch Veresterung polymerisieren, wobei jeweils eine 

Hydroxylgruppe des Glycerol frei bleiben muss. Werden alle drei Hydroxylgruppen 
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besetzt, entsteht ein stark vernetztes Polymer. Die letztgenannten Strukturen sind 

vermehrt im Suberin zu finden, da α,ω-Dicarbonsäuren im Cutin nur in geringem Maße 

vorhanden sind. Dessen ungeachtet ist die genaue räumliche Struktur unbekannt. Dabei 

ist vor allem unklar, ob eine Organisation von dendrischen und vernetzten 

Polymerabschnitten in Domänen erfolgt, oder ob beide Varianten im Gemisch vorliegen 

(99). 

Aus dem beschriebenen Aufbau und der Lokalisation dieses Lipidpolymers folgt auch 

dessen Funktion. Die Cutinschicht schließt zusammen mit den cuticulären Wachsen die 

Epidermis nach außen ab und bildet somit einen Schutz für Landpflanzen. Cutin ist 

damit am Austausch von Gasen, Wasser und darin gelösten Substanzen beteiligt. 

Darüber hinaus vermittelt Cutin einen großen Teil der Resistenz gegenüber Pathogenen 

(101, 102). Daher ist die Erstentdeckung dieser Enzyme in pflanzenpathogenen Pilzen 

nicht überraschend. Während intensiver Forschung, begründet durch ein großes 

Potenzial für industrielle Anwendungen (86, 103–105), wurden Cutinasen und 

Cutinase-ähnliche Enzyme auch bei verschiedenen Bakterien und zwei Hefen aus der 

Gruppe der Basidiomyceten nachgewiesen. In phylogenetischen Studien von Skamnioti 

et al. (106, 107) über pilzliche Cutinasen wurde eine Einteilung in zwei Urtypen 

vorgenommen, die sich bereits vor der Trennung von Basidio- und Ascomyceten 

entwickelt haben, wobei ein Gentransfer von Bakterien ausgeschlossen wurde. Bei einer 

weiteren Untersuchung wurde zunächst eine Einteilung in prokaryotische und 

eukaryotische Cutinasen vorgenommen, wobei nur Cutinasen mit experimentell 

nachgewiesener cutinolytischer Aktivität einbezogen wurden (103). Zu den 

prokaryotischen Enzymen gehören Cutinasen aus Bakterien der Gattung Thermobifida 

(fusca; alba und cellulosilytica) (108–111). Die Cutinasen des eukaryotischen Typs 

wurden in drei Gruppen untergliedert. Zwei Gruppen bestehen nur aus pilzlichen 

Cutinasen mit einer Homologie von 30 %. Die dritte Gruppe beinhaltet Cutinase-

ähnliche Enzyme aus den zu den Basidiomyceten gehörenden Hefen Cryptococcus sp. 

(112) und Pseudozyma antarctica (71). Sie besitzen eine Homologie von nur 19 % 

gegenüber den eukaryotischen Cutinasen pilzlichen Ursprungs. Chen et al. (103) 

deuteten in diesem Zusammenhang auf die Problematik der Gen-Annotation infolge der 

zunehmenden Anzahl sequenzierter Genome hin. Durch die Ähnlichkeit der Cutinasen 

und Cutinase ähnlicher Enzyme mit anderen Serinhydrolasen kann es bei der 

Annotation von Cutinasen auf Basis von Sequenzhomologie zu Fehlern kommen. Daher 
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sollte immer eine experimentelle Überprüfung des Cutin-Abbaus durch das 

entsprechende, isolierte Enzym durchgeführt werden.  

1.4 Die Hefe A. adeninivorans  

Hefen sind einfach organisierte, anpassungsfähige, einzellige Eukaryoten mit attraktiven 

Wachstumseigenschaften und interessanten biochemischen Charakteristika. Die Hefe A. 

adeninivorans ist neben Kluyveromyces lactis, Pichia pastoris, Yarrowia lypolytica und 

Hansenula polymorpha eine viel verwendete nicht-konventionelle Hefe für die 

Forschung und für biotechnologische Anwendungen (113–116). Im Jahr 1984 wurden 

erste Stämme, damals als Trichosporon adeninovorans bezeichnet, durch Middlehoven 

isoliert und charakterisiert. Bei Stamm CBS 8244T konnte dabei die Assimilation von 

Aminen, Adenin und anderen Purinen als Kohlenstoffquelle nachgewiesen werden 

(117). Neben weiteren sieben Stämmen, isoliert von Maissilage in den Niederlanden, 

sowie vier Stämmen aus humusreichen Böden in Südafrika, wurde der Stamm LS3 mit 

vergleichbaren Eigenschaften zu CBS 8244T aus Holzhydrolysaten in Sibirien isoliert 

(118, 119). Van der Walt et al. (118) führten den Genus Arxula mit den beiden 

Vertretern A. adeninivorans und A. terrestris, die als anamorphe, arthroconidiale, 

xerotolerante und zur Nitratassimilation befähigte ascomycetale Hefen beschrieben 

wurden. Kurtzman und Robnett (120) führten eine phylogenetische Analyse der Kladen 

Trichomonascus, Wickerhamiella und Zygoascus und die damit assoziierten 

anamorphen Gattungen Arxula, Blastobotrys, Sympodiomyces und Trigonopsis durch. 

Dabei wurden die Sequenzen der rDNA der großen Ribosomen-Untereinheit, der 

mitochondrialen kleinen Ribosomen-Untereinheit und der Gene der Cytochromoxidase 

II verglichen. Als Resultat wurden Arxula, Blastobotrys und Sympodiomyces der 

Trichomonascus-Klade zugeordent und der Gattung Blastobotrys taxonomische Priorität 

erteilt.  

Der Stamm A. adeninivorans LS3 weist einige, für biotechnologische Anwendungen 

wichtige Eigenschaften, wie Thermotoleranz und einen unter anderem von der 

Temperatur abhängigen Dimorphismus auf (121). Ein Wachstum kann dabei bis 48 °C 

beobachtet werden. Ein Überleben ist darüber hinaus bis 55 °C für einige Stunden 

möglich. Bei Temperaturen über 42 °C erfolgt eine Änderung der Morphologie von 

knospenden, rundlichen Zellen hin zu mycelartigen, länglichen Zellen. Bei erneuter 

Unterschreitung von 42 °C wachsen mycelartige Zellen als knospende Zellen weiter.  
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Dieser Dimorphismus wird jedoch auch durch Cd2+ und Tocopherol ausgelöst. Auf der 

anderen Seite begünstigen NaCl, anaerobe Bedingungen und Tunicamycin die runde 

Zellform. Der Einfluss der Zellform auf die physiologischen Eigenschaften von 

A. adeninivorans wurde im Detail untersucht (122, 123). 

Neben dem Dimorphismus weist A. adeninivorans eine hohe Toleranz gegenüber 

osmotischem Stress auf. Ein Wachstum findet dabei bis zu einer Osmolarität von 

3,32 osmol kg−1 H2O statt. Eine Toleranz gegenüber hohen Salzkonzentrationen ist 

ebenfalls vorhanden. Allerdings tritt ab einer Konzentration von 3,4 M NaCl eine 

Verringerung der spezifischen Wachstumsrate auf. Die Toleranz wird durch 

Intermediate des High Osmolarity Glycerol (HOG)-Pathways verursacht (124). 

Die genetischen Eigenschaften von A. adeninivorans wurden seit den 1990er Jahren 

intensiv untersucht. Es handelt sich um einen haploiden Organismus mit einem mit 

anderen ascomycetalen Hefen vergleichbaren DNA-Gehalt von ca 25 fg pro Zelle, 

dessen Genom mit 11,8 Mb in vier Chromosomen letztlich 2014 vollständig sequenziert 

und publiziert wurde (125). 

Als besondere biochemische Merkmale können die nun vollständig analysierten Purin- 

und n-Butanol-Abbauwege genannt werden. Diese sind Beispiele für das sehr breite 

Substratspektrum dieser Hefe. (126–129). Auch die beiden beschriebenen 

extrazellulären Tannasen Atan1p und Atan2p tragen durch die Ermöglichung des 

Tannin-Abbaus zum Substratspektrum bei (125, 130, 131). 

In den letzten Jahren wurde eine Reihe verschiedener interessanter Anwendungsgebiete 

für A. adeninivorans aufgezeigt. So wird die Hefe als biologische Komponente in 

Biosensoren zur Detektion der Aktivitäten von östrogen-, androgen-, progesteron-, 

glucocorticoid- und pharmazeutisch wirksamen Substanzen verwendet (132–138). 

Darüber hinaus wurden die Enzyme des Purin-Abbauweges charakterisiert und 

bezüglich Eignung zum Abbau von Purinen in Lebensmitteln getestet (139). Außerdem 

konnte A. adeninivorans erfolgreich als Ganzzellkatalysator zur Synthese von 

enantiomerenreinen Alkoholen eingesetzt werden (140–143). Diese Hefe ist damit von 

großem Interesse sowohl als Wirt für die rekombinante Synthese von Proteinen als auch 

als Donor für industriell anwendbare Enzyme. 
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Obwohl A. adeninivorans gelegentlich auf Pflanzenmaterial und aus humusreichen 

Böden isoliert wurde, ist diese Hefe nicht als Pflanzenpathogen beschrieben (144). 

Trotzdem wurden in Folge der Genomsequenzierung und Genannotation drei Gene als 

sogenannte Familie 5 „Kohlenhydratesterasen“, mit den Enzymklassen EC 3.1.1.72 

(Acetylxylanesterase) und EC 3.1.1.74 (Cutinase), annotiert. Das Vorhandensein von 

Cutinase-Genen birgt das Potenzial die Bedeutung von A. adeninivorans um weitere 

industrielle Anwendungen zu erweitern. Darüber hinaus wäre dies der erste Nachweis 

für Cutinasen bzw. Cutinase-ähnliche Enzymen in Hefen der Gruppe der Ascomyceten 

auf Proteinebene und nicht nur durch Genannotation. 

1.5 Zielstellung der Arbeit 

Die Hefe A. adeninivorans stellt ein interessantes und vielschichtiges Forschungsobjekt 

dar. Vor allem der Stamm LS3 erwies sich in den letzten zehn Jahren als vielseitig 

einsetzbarer Organismus mit großem Potenzial für technologische Anwendungen.  

So war die Selektion putativer Cutinase-Gene in Folge der Genomsequenzierung dieses 

Stammes ein weiterer Beweis für dieses Potenzial. Aufgrund des großen Interesses an 

Cutinasen für vielfältige industrielle Anwendungen, wie der Abbau von Kunststoffen, 

ist eine detaillierte Untersuchung dieser putativen Cutinasen von großer Bedeutung. 

Im Rahmen der Arbeiten zu dieser Dissertation sollte herausgestellt werden, ob die als 

Familie 5 „Kohlenhydratesterasen“ annotierten Gene für cutinolytische Enzyme 

codieren. Darüber hinaus sollten diese drei Enzyme bezüglich Ihrer biochemischen 

Parameter charakterisiert werden, um Unterscheidungsmerkmale festzustellen an Hand 

derer ihre biologische Funktion für die Hefe identifiziert werden kann. Abschließend 

war das Potenzial dieser Enzyme für biotechnologische Anwendungen im Bereich des 

Kunststoffabbaus zu untersuchen. 

Um diese Ziele zu erreichen wurden zunächst rekombinante, mit einem C-terminalen 

His-Tag ausgestattete Varianten der drei putativen Cutinasen synthetisiert und mittels 

Metallaffinitätschromatografie gereinigt. Dabei wurde A. adeninivorans G1212 als 

homologes Expressionssystem verwendet. Anschließend wurden die biochemischen 

Eigenschaften bezüglich pH- und Temperatur-Optimum, pH- und Temperatur Stabilität, 

Einfluss von Metallionen sowie Lösungsmitteln untersucht. Als wichtigster Parameter 

wurde das Substratspektrum hinsichtlich der Hydrolyse von p-Nitrophenylestern, dem 

Modellsubstrat Polycaprolacton sowie dem natürlichen Polyester Cutin, welcher zu 

diesem Zweck aus Apfelschalen isoliert wurde, betrachtet.  
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Zusätzlich wurde der Abbau weiterer synthetischer Polyester in Form von 

Kunststoffnanopartikeln überprüft, um das Potenzial für eine diesbezügliche 

Anwendung zu ermitteln. 

Voraussetzung für einen Einsatz von Enzymen in industriellen Anwendungen ist, dass 

diese in ausreichenden Mengen bereitgestellt werden. Dazu wurde untersucht in 

welchen Medien und unter welchen Bedingungen die höchste Akkumulation der 

putativen rekombinanten Cutinasen auftritt. Anschließend wurden zwei 

Fermentationsstrategien bezüglich Produktivität, Ertrag, Reinheit der akkumulierten 

Enzyme und Automatisierungsgrad verglichen. 

Die hier vorliegende Arbeit unterstreicht und erhöht die Bedeutung von 

A. adeninivorans als Hefe mit großem Potenzial für biotechnologische Anwendungen 

und liefert gleichzeitig einen Nachweis für das Vorhandensein von Cutinasen bzw. 

Cutinase-ähnlichen Enzymen in ascomycetalen Hefen. 
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KAPITEL 2 – MATERIAL UND METHODEN 

2.1 Medien und Kultivierungsbedingungen 

2.1.1 Verwendete Kulturmedien 

Die verwendeten Kulturmedien sind im folgenden Abschnitt zusammengefasst. 

HMM-NO3: 

• NaNO3 43,5 mmol l-1 

• KH2PO4 49,6 mmol l-1 

• K2HPO4 10,0 mmol l-1 

• MgSO4·7H2O 4,1 mmol l-1 

• Spurenelemente 0,1 % (v/v) 

• Ca(NO3)2·4H2O (20 g l-1 St-lsg.) 84,7 µmol l-1 

• FeCl3·6H2O (2 g l-1 St-lsg.) 7,4 µmol l-1 

HMM-NH4: 

• NH4H2PO4 43,5 mmol l-1 

• KH2PO4 12,9 mmol l-1 

• K2HPO4 10,0 mmol l-1 

• MgSO4·7H2O 4,1 mmol l-1 

• Spurenelemente 0,1 % (v/v) 

• Ca(NO3)2·4H2O (20 g l-1 St-lsg.) 84,7 µmol l-1 

• FeCl3·6H2O (2 g l-1 St-lsg.) 7,4 µmol l-1 

Spurenelemente: 

• H3BO3 8,1 mmol l-1 

• CuSO4·5H2O 0,4 mmol l-1 

• KI 0,6 mmol l-1 

• MnSO4·4H2O 1,8 mmol l-1 

• ZnSO4·7H2O 1,4 mmol l-1 

• Na2MoO4·2H2O 0,8 mmol l-1 

• CoCl2·6H2O 0,4 mmol l-1 

Vitaminmix 

• Biotin 16,4 µmol l-1 

• Ca-D-Pantothenat 1,7 mmol l-1 

• Inosit 22,2 mmol l-1 

• Nikotinsäure 0,8 mmol l-1 

• Pyridoxin 2,4 mmol l-1 

• Thiamindichlorid 1,2 mmol l-1 
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LB-Medium: 

• Bacto-Trypton 10,0 g L-1 

• Hefeextrakt 5,0 g L-1 

• NaCl 10,0 g L-1 

HVM (YPD): 

• Pepton 20,0  g L-1 

• Hefeextrakt 10,0 g L-1 

• Glucose 20,0 g L-1 

SOB-Medium: 

• Trypton 20,0  g L-1 

• Hefeextrakt 5,0 g L-1 

• MgSO4 2,4 g L-1 

• NaCl 0,5 g L-1 

• KCl 0,186 g L-1 

 

2.1.2 Kultivierung E. coli XL1-blue 

Die Kultivierung von E. coli XL1-blue wurde in LB-Medium mit den Antibiotika 

Ampicillin (100 mg L-1) oder Kanamycin (50 mg L-1) zur Selektion transformierter 

Zellen bei 37 °C durchgeführt. Zur Kultivierung auf Festmedium wurden 1,6 % (w/v) 

Agar (Sigma-Aldrich, Deutschland) zum LB-Medium hinzugefügt.  

2.1.3 Kultivierung von A. adeninivorans 

Die Kultivierung von A. adeninivorans wurde in HMM-NO3, HMM-NH4 oder HVM 

bei 30 °C im Schüttelinkubator durchgeführt. Den beiden Minimalmedien wurden dabei 

2 % (w/v) Glucose als C-Quelle und 0,5 % (v/v) Vitaminmix beigemischt. Zur 

Induktion von extrazellulären Esterasen wurden verschiedene Substrate (Olivenöl, 

Tributyrin, Tripalmitin, Glycerol, Hexadecanol, 16-Hydroxyhexadecansäure, 

hydrolysiertes Cutin) in einer Konzentration von 5 mM als zusätzliche C-Quelle 

hinzugefügt (Für Olivenöl wurde zur Berechnung die molekulare Masse der Ölsäure 

verwendet). Zur besseren Vermischung wurden diese für 5 min mit einem  

ULTRA-TURRAX bei 10.000 rpm homogenisiert. 
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2.1.4 Untersuchung der Reporterstämme  

Die zur Analyse der Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p (p - 

Promotor) generierten Reportergen-Stämme (vgl. Tab. 1 und Tab. 2) wurden unter 

variierenden Bedingungen kultiviert. Um den Einfluss unterschiedlicher Zucker als C-

Quelle auf die Promotoraktivität zu testen, wurden die Reporterstämme in HMM-NO3 

mit 0,5 % Vitaminmix und jeweils 2 % Glucose, Fructose, Saccharose, Galaktose, 

Maltose, Laktose, Xylose oder Arabinose bei 30 °C und einer Schüttelfrequenz von 180 

rpm kultiviert. Im zweiten Schritt wurden verschiedene Induktoren getestet. Hierfür 

wurden zunächst Vorkulturen der Reporterstämme in HMM-NO3 mit 0,5 % Vitaminmix 

und jeweils 1 % für 24 h bei 30 °C kultiviert und dann auf HMM-NO3 mit 0,5 % 

Vitaminmix, 1 % Glucose und 5 mM Olivenöl, Tributyrin, Tripalmitin, Glycerol, 

Hexadecanol oder 16-Hydroxyhexadecansäure umgesetzt. Hierfür wurden die Zellen 

mittels Zentrifugation (5.000xg, 10 min, 20 °C) vom Medium getrennt und im neuen 

Medium aufgenommen. Im dritten Schritt wurden die Kultivierungsbedingungen 

variiert. Hierbei erfolgte die Kultivierung der Reporterstämme in HMM-NO3 mit 0,5 % 

Vitaminmix und variierenden Glucosekonzentrationen (2 %, 4 %, 8 %), NaCl 

Konzentrationen (0 %, 5 %, 15 %) sowie Temperaturen von 30 °C bzw. 45 °C bei einer 

Schüttelfrequenz von 180 rpm. Als Indikator für die Promotoraktivität wurde die 

relative Fluoreszenz bzw. Phytaseaktivität über den jeweiligen Versuchszeitraum 

kontrolliert. 

2.1.5 Fermentationsstrategien 

Zwei Fed-Batch Strategien wurden für die Kultivierung von A. adeninivorans  

• G1212/YRC102-TEF1-ACUT1-6H; 

• G1212/YRC102-TEF1-ACUT2-6H; 

• G1212/YRC102-TEF1-ACUT3-6H; 

• G1212/YRC102-TEF1-FSCUT-6H und  

• G1212/YRC102  

im Bioreaktor (BIOSTAT Aplus oder BIOSTAT Bplus Twin, Sartorius Deutschland) 

angewendet. Die dabei verwendeten Medien sind im Folgenden dargestellt. Temperatur 

und pH-Wert wurden bei beiden Strategien bei 30 °C und pH 6,0 konstant gehalten. 
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Startmedium: 

• Glucose·H2O 0,2 mol L-1    

• Pepton 40,0 g L-1 

• Hefeextrakt 20,0 g L-1 

• NH4H2PO4 86,9 mmol L-1
  

• K2HPO4  20,1 mmol L-1 

• KH2PO4 25,7 mmol L-1 

• MgSO4·7H2O  8,1 mmol L-1 

• Spurenelemente 0,1 % (v/v) 

• Ca(NO3)2·4H2O (20 g l-1 St-lsg.) 84,7 µmol L-1 

• FeCl3·6H2O (2 g l-1 St-lsg.) 7,4 µmol L-1 

 

Feed-Medien: 

• Strategie A: 

o 70 % Glucose 

o 5 g L-1 NH4H2PO4 

• Strategie B: 

o 50 % Glucose (Feed 1) 

o Feed 2: 

• NH4H2PO4 1,4 mol L-1 

• MgSO4·7H2O 0,2 mol L-1 

• Spurenelemente 6,0 % (v/v) 

• Ca(NO3)2·4H2O (20 g L-1 St-lsg.) 5,1 mmol L-1 

• FeCl3·6H2O (2 g L-1 St-lsg.) 0,4 mmol L-1 

Korrekturmedien: 

• 12,5 % NH3 (Strategie A) 

• 40 % H3PO4 (Strategie A) 

• 10 % H2SO4 (Strategie B) 

• 10 % NaOH (Strategie B) 

• Struktol (Antischaummittel) 

 

In Strategie A wurde die Batch-Phase mit einem Reaktionsvolumen von 3 L begonnen 

und nach Unterschreiten einer Glucosekonzentration von 1,5 g L-1 beendet. 

Anschließend begann die Fed-Batch-Phase mit einer Fütterungsrate von 15 mL h-1, was 

einer durchschnittlichen Glucosezufuhr von 3,5 g L-1h-1 (bezogen auf das sich 

vergrößernde Reaktorvolumen) entsprach. Die Fütterungsrate wurde nach 60 h auf 

30 mL h-1 (5,8 g L-1h-1) und nach 80 h auf 60 mL h-1 (7,5 g L-1h-1) erhöht. Die 

Stickstoff- und Phosphatversorgung wurde an die pH-Regelung gekoppelt und erfolgte 

über die Zufuhr von Ammoniak und Phosphorsäure. 
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Bei Strategie B wurde die Fütterungsrate automatisiert an das Wachstum angepasst. 

Hierfür wurde über das BioPAT® MFCS/win 3.0 Rezeptierungsmodul (S88; Sartorius 

Stedim Biotech, Göttingen, Deutschland) ein Protokoll erstellt. Als Indikator für 

Wachstum und Substratverbrauch wurde die Sauerstoffaufnahmerate der Kultur 

verwendet. Bei Vorhandensein von Glucose ist der Sauerstoffverbrauch sehr hoch und 

die pO2-Regelung erhöht die Rührdrehzahl auf den eingestellten Maximalwert von 

1500 rpm. Nachdem die Glucose vollständig verbraucht war, sanken der 

Sauerstoffverbrauch und damit auch die Rührdrehzahl. Bei Unterschreiten der 

Rührdrehzahl von 800 rpm wurden Feed1 und Feed2 zum Reaktor hinzugefügt. Dies 

erfolgte unter Konstanthaltung des C:N-Verhältnisses. 

2.1.6 Bestimmung von Biotrockenmasse 

Für die Bestimmung der Biotrockenmasse wurden die zu analysierenden Proben bei 

5.000xg für 10 min zentrifugiert (Heraeus Fresco 17 Microcentrifuge oder Sorvall RC6 

plus Superspeed Zentrifuge, Thermo Fischer Scientific), um die Zellen vom 

Kulturüberstand zu trennen. Bei Schüttelkolbenkultivierungen wurden 5 mL und bei 

Fermentationen 50 mL Probe verwendet. Das gewonnene Zellpellet wurde zweimalig 

mit dest. Wasser gewaschen, anschließend in flüssigem Stickstoff eingefroren und bis 

zur Gewichtskonstanz lyophilisiert. Die Leermasse des Eppendorfgefäßes bzw. des 

Falcon-Tubes wurde von der jeweilig erhaltenen Masse subtrahiert und die Differenz 

auf das Probenvolumen bezogen. 

2.1.7 Bestimmung der Glucosekonzentration   

Die Bestimmung der Glucosekonzentration erfolgte über die Reaktion der Glucose mit 

Dinitrosalizylsäure (DNSS) bei Temperaturen über 90 °C (145). Hierfür wurden die 

Kulturüberstände zunächst auf eine Konzentration von ca. 0,5 g/L Glucose verdünnt. 

Anschließend wurden 100 µL dieser Verdünnung mit 100 µL DNSS versetzt und für 

10 min bei 95 °C in einem Dampftopf erhitzt. Die Rotfärbung wurde am Microplate 

Reader (TECANinfinite M200, Österreich) bei 530 nm gegen 600 nm gemessen. Die 

Quantifizierung erfolgte über eine mitgeführte Glucose-Standardreihe. 
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2.1.8 Bestimmung der optischen Dichte 

Die optische Dichte der Hefesuspensionen wurde mittels Spektrophotometer 

(TECANinfinite M200, Österreich) bei 600 nm gemessen. Hierfür wurden die Proben 

vor der Messung verdünnt, sodass die Absorption zwischen 0,1 und 0,5 

Absorptionseinheiten lag. 

2.2 Molekularbiologische Methoden 

2.2.1 Klonierungsstrategien, Plasmide und Oligonucleotide 

Während der Durchführung dieser Arbeit wurden zwei Klonierungsmethoden 

verwendet, um die gesteckten Ziele zu erreichen. Die klassische Klonierung mit 

Restriktionsendonucleasen und Ligase wird im Folgenden als Strategie A bezeichnet 

und ist in Abb. 5 am Beispiel der Erstellung der Transformationskassetten  

YRC102-TEF1p-ACUT1-6H und YIC102-TEF1p-ACUT1-6H mit dem 

Expressionsmodul TEF1p-ACUT1-6H-PHO5 dargestellt. Zunächst wurde die 

Zielsequenz mit den in Tab. 1 aufgeführten Primern amplifiziert (vgl. 2.2.2). 

Anschließend erfolgte ein Verdau des PCR-Produktes und des Plasmids  

pBS-TEF1p-PHO5-SS mittels Restriktionsendonucleasen (EcoRI/BamHI) (vgl. 2.2.3). 

Das Plasmid wurde zusätzlich mit alkalischer Phosphatase dephosphoryliert (vgl. 2.2.5). 

Mittels Ligationsreaktion (vgl. 2.2.6) wurde das Zielgen in das Plasmid  

pBS-TEF1p-PHO5-SS zwischen den starken konstitutiven, aus A. adeninivorans 

stammenden TEF1-Promotor (TEF1p) und den S. cerevisiae PHO5-Terminator 

(PHO5t) eingefügt. Anschließend wurde das dadurch entstandene Expressionsmodul 

TEF1p-ACUT1-6H-PHO5 mit SpeI/SacII aus dem Plasmid herausgeschnitten und per 

Ligation in das mit SpeI/SacII geschnittene Plasmid Xplor®2.2 eingefügt, um das 

Zielplasmid Xplor®2.2-TEF1p-ACUT1-6H-PHO5 mit dem Selektionsmarkermodul 

ALEU2-ATRP1m und den für die homologe Rekombination benötigten d25S-rDNA 

Sequenzen zu erhalten. Die entsprechende sogenannte Yeast rDNA integrative Cassette 

YRC102-TEF1p-ACUT1-6H wurde durch Verdau mit AscI erstellt. Über einen Verdau 

mit SbfI wurde dagegen die für die bevorzugte nicht homologe chromosomale 

Integration verwendete Yeast Integrative Cassette erzeugt. Sowohl die YRC als auch die 

YIC wurden für die Transformation (vgl. 2.2.9) von A. adeninivorans G1212 

verwendet. 

 



Kapitel 2 – Material und Methoden 

26 

 

 
Abb. 5: Prinzip der klassischen Klonierungsstrategie mit Restriktionsendonucleasen und Ligase. Beispiel: Erstellung 

der Transformationskassetten YRC102-TEF1p-ACUT1-6H und YIC102-TEF1p-ACUT1-6H mit dem 

Expressionsmodul TEF1p-ACUT1-6H-PHO5.   
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Tab. 1: Klonierungsstrategie A:Sequenzen, Primer und Plasmide für die klassischen Klonierungsarbeiten. 

    
Primer       

Zielsequenz 
  

Sequenza 5‘3‘  RENb Zielplasmid 

ACUT1-(6H) 

 

gcgcgaattcatgaagactaacttcctcatcgcctg fwd EcoRI Xplor®-2.2-TEF1p-ACUT1-(6H) 

 
 

gcgcggatccttagctagaaccggtcagggccttga rev BamH1 
 

 
 

gcgcggatccttagtggtggtgatgatggtggctagaaccggtcagggccttga rev BamH1 
 

ACUT2-(6H) 

 

gcgcgaattcatgaaggccaatctgattctcgcttg fwd EcoRI Xplor®-2.2-TEF1p-ACUT2-(6H) 

 
 

gcgcggatccctaagaagtaagagccttgactacaaag rev BamH1 
 

 
 

gcgcggatccctagtggtggtgatgatggtgagaagtaagagccttgactacaaag rev BamH1 
 

ACUT3-(6H) 

 

gcgcagatctatgaagtacagtgccatttacactcttgc fwd BgLII Xplor®-2.2-TEF1p-ACUT3-(6H) 

 
 

gcgcgcggccgcttaagcggaaccggaaccgaagccag rev NotI 
 

 
 

gcgcgcggccgcttagtggtggtgatgatggtgagcggaaccggaaccgaagccag rev NotI 
 

FSCUT-(6H) 

 

gcgcgaattcatgaagttcttcgctctgactactctgctggctgc fwd EcoRI Xplor®-2.2-TEF1p-FSCUT-(6H) 

 
 

gcgcggatccctaagcagatcctcggacagctcggaccttctcaatcagg rev BamH1 
 

 
 

gcgcggatccctagtggtggtgatgatggtgagcagatcctcggacagctcggaccttctcaatcagg rev BamH1 
 

ACUT1p(1kb) 

 

gcgcgtcgactcattcagtacgttcaatataaagatac fwd SalI Xplor®-2.2-ACUT1p(1kb)-PHYK-PHO5t 

 
 

gcgcgaattcgttttgaagtttgtttactgttc rev EcoRI 
 

ACUT1p(0,5kb) 

 

gcgcgtcgacgcaaggttgactggcaatagtaagc fwd SalI Xplor®-2.2-ACUT1p(0,5kb)-PHYK-PHO5t 

 
 

gcgcgaattcgttttgaagtttgtttactgttc rev EcoRI 
 

ACUT2p(1kb) 

 

gcgcactagtgagaactttagcaatcggatac fwd SpeI Xplor®-2.2-ACUT2p(1kb)-PHYK-PHO5t 

 
 

gcgcgaattcgatgaattgatgtagcacaaatc rev EcoRI 
 

ACUT2p(0,5kb) 

 

gcgcactagttggtccaatttcggcccaatcatctc fwd SpeI Xplor®-2.2-ACUT2p(0,5kb)-PHYK-PHO5t 

 
 

gcgcgaattcgatgaattgatgtagcacaaatc rev EcoRI 
 

ACUT3p(1kb) 

 

gcgcactagtaaactgttgacggaaaagaagg fwd SpeI Xplor®-2.2-ACUT3p(1kb)-PHYK-PHO5t 

 
 

gcgcgaattcattcaattgtcttattctg rev EcoRI 
 

ACUT3p(0,5kb) 

 

gcgcactagtacctgcaaactgcgaagcacac fwd SpeI Xplor®-2.2-ACUT3p(0,5kb)-PHYK-PHO5t 

    gcgcgaattcattcaattgtcttattctg rev EcoRI   

aREN Erkennungssequenzen sind rot und 6xHis-Tag codierende Sequenzen blau markiert 
bRestriktionsendonucleasen 

 

 

 

 

Tab. 2: Klonierungsstrategie B: Sequenzen, Primer und Plasmide für das Gibson Isothermal Assembly. 

    Primer       

Zielsequenz   Sequenza 5‘3‘  Kombinationb Zielplasmid 

GTS 
 

tctggttctgcctctgcctctggttc fwd - 
 

  
taatgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgagcggaaccggaac rev 

  
ACUT3(-)GTS-6H 

 
taaaaacataatcaacattaatatgaagtacagtgccatttacactcttgc fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ACUT3(-)GTS-6H 

  
taatgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtggccagagccggtcagg rev 

  
ACUT1(+)GTS-6H 

 
taaaaacataatcaacattaatatgaagactaacttcc fwd GTS Xplor®-3.2-TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H 

  
gcagaggcagaaccagagctagaaccggtcagg rev 

  
ACUT2(+)GTS-6H 

 
taaaaacataatcaacattaatatgaaggccaatctgattc fwd GTS Xplor®-3.2-TEF1p-ACUT2(+)GTS-6H 

  
gcagaggcagaaccagaagaagtaagagccttgac rev 

  
ATAN1-6H 

 
taaaaacataatcaacattaatatggcaagcataccattc fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ATAN1-6H 

  
taatgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtggtagacgggtagag rev 

  
ATAN1(+)GTS-6H 

 
taaaaacataatcaacattaatatggcaagcataccattc fwd GTS Xplor®-3.2-TEF1p-ATAN1(+)GTS-6H 

  
gcagaggcagaaccagagtagacgggtagag rev 

  
ACTF1α1 

 
gatagaaatcaactaaaaaaaaatggatgaccaaagatatgagag fwd - Xplor®-3.2-TIFp-ACTF1α1 

  
agtttacatgcttactattaaattagttaccaaatatgatcttgtacag rev 

  
ACTF1α2 

 
taaaaacataatcaacattaatatgtcaactgttgtcatgtc fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ACTF1α2 

  
taatgagtagtgttccttaatctactcattgaagattgcc rev 

  
ACTF1α3 

 
taaaaacataatcaacattaatatgcctgaacaatccagc fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ACTF1α3 

  
taatgagtagtgttccttaattcatagcaaatccacgattgatc rev 

  
ACTF1α4 

 
taaaaacataatcaacattaatatgacaaactcaaggcattacattg fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ACTF1α4 

  
taatgagtagtgttccttaatctagaactcagacatgccaaaaagc rev 

  
ATFGB 

 
taaaaacataatcaacattaatatgttcgctcctcagtattctg fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ATFGB 

  
taatgagtagtgttccttaatttagttgcctcgattatgggttc rev 

  
ATFPB 

 
taaaaacataatcaacattaatatgcagactgccgtcctg fwd - Xplor®-3.2-TEF1p-ATFPB 

  
taatgagtagtgttccttaatttatcgcttttccctcttttcttctc rev 

  
5'-Fl.-ATFPB 

 
ttcttaaaaacataatcaacagcctgatgcgttcctacagc fwd - - 

  
gcaattcgtcgattgaattcactctcgatgacaaccac rev 

  
3'-Fl.-ATFPB 

 
caatacagactcgatcgaattccggactctaatattttgcataacg fwd - - 

  
ccgctaattccctagagggatttattgttggcctcctc rev 

  
ALEU2p-ATRP1m 

 
ttcaatcgacgaattgc fwd 5'-Fl.-ATFPB pFB-dATFPB 

  
gaattcgatcgagtctgtattg rev 3'-Fl.-ATFPB 

 
ACUT1p(1kb) 

 
gcggccgctctagaatcattcagtacgttc fwd DsRed Xplor®-2.2-ACUT1p(1kb)-DsRed-PHO5t 

  
cttggaagacctcatgttttgaagtttgtttac rev PHO5t 

 
ACUT1p(2kb) 

 
gcggccgctctagaagtccttctgctggattc fwd DsRed Xplor®-2.2-ACUT1p(2kb)-DsRed-PHO5t 

  
cttggaagacctcatgttttgaagtttgtttac rev PHO5t 

 
ACUT2p(1kb) 

 
gcggccgctctagaagagaactttagcaatcg fwd DsRed Xplor®-2.2-ACUT2p(1kb)-DsRed-PHO5t 

  
cttggaagacctcatgatgaattgatgtagcac rev PHO5t 

 
ACUT2p(2kb) 

 
gcggccgctctagaagcaatgttcgtttggtg fwd DsRed Xplor®-2.2-ACUT2p(2kb)-DsRed-PHO5t 

  
cttggaagacctcatgatgaattgatgtagcac rev PHO5t 

 
ACUT3p(1kb) 

 
gcggccgctctagaaaaactgttgacggaaaag fwd DsRed Xplor®-2.2-ACUT3p(1kb)-DsRed-PHO5t 

  
cttggaagacctcatattcaattgtcttattctg rev PHO5t 

 
ACUT3p(2kb) 

 
gcggccgctctagaagaaatgtttgctggagtg fwd DsRed Xplor®-2.2-ACUT3p(2kb)-DsRed-PHO5t 

  
cttggaagacctcatattcaattgtcttattctg rev PHO5t 

 
DsRed 

 
atgaggtcttccaagaatg fwd - - 

  
ttaaaggaacagatggtgg rev 

  
PHO5t 

 
catctgttcctttaaactactcattacaacgc fwd - - 

    agcccgggggatccaccttgattttaatctttcg rev     

aDie für das Gibson Assembly nötigen überlappenden Sequenzen sind rot markiert 
bDNA-Fragmente, die mittels Gibson Assembly zusammengeführt wurden  
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Klonierungsstrategie B beinhaltet die Rekombination von DNA-Fragmenten über das 

Gibson Assembly (vgl. 2.2.7). In Abb. 6 ist die verwendete Verfahrensweise am 

Beispiel der Erstellung der Transformationskassetten YRC102-TEF1p-ACUT1(+) 

GTS-6H und YIC102-TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H mit dem Expressionsmodul  

TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H-PHO5 dargestellt. Hierbei erfolgten in einem Schritt die 

Genfusion von ACUT1 mit GTS und die Integration in das Zielplasmid. Die in Tab. 2 

aufgeführten Primer enthalten die für das Gibson Assembly notwendigen überlappenden 

Sequenzen zur angrenzenden Sequenz. Diese wurden bei einer Annealingtemperatur 

von etwa 53 °C erstellt. Im ersten Schritt wurden die Zielsequenzen mit den 

entsprechenden Primern amplifiziert. Das Zielplasmid Xplor3.2 dagegen wurde mit 

REN linearisiert (PacI). Die amplifizierten Fragmente und das Zielplasmid wurden im 

Gibson Assembly Ansatz (vgl. 2.2.7) zusammengeführt und inkubiert. Nach der 

Isolation des entstandenen Plasmids Xplor®3.2-TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H-PHO5 aus 

E.coli XL1-blue (vgl. 2.2.10) wurde analog zu Strategie A ein Verdau mit AscI bzw. 

SbfI durchgeführt, um die YRC und YIC für die Transformation von  

A. adeninivorans G1212 zu erhalten. In der Gibson Assembly Reaktion werden die  

5’-Enden der Sequenzen mittels 5‘-3‘-Exonuklease verdaut. Anschließend werden die 

zueinander komplementären 3‘-Enden mit einander verbunden, mit der PHUSION-

Polymerase aufgefüllt und mit Ligase zusammengeführt. Auf diese Weise wurden die 

Genabschnitte ACUT1 (ohne Stop-Codon) und ACUT3-S miteinander fusioniert und 

gleichzeitig an den komplementären Enden des linearisierten Plamids verknüpft  

(Abb. 6). 
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Abb. 6: Prinzip der Klonierungsstrategie B mittels Gibson Assembly. Beispiel: Erstellung der 

Transformationskassetten YRC102-TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H und YIC102-TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H mit dem 

Expressionsmodul TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H-PHO5. 

 

Für die Konstruktion einer Deletionskassette wurde ebenfalls das Gibson-Assembly 

angewendet. Der Aufbau dieser Kassette ist in Abb. 7 dargestellt. Mittels PCR wurde 

jeweils eine 1.000 Bp umfassende Sequenz sowohl im 5‘-flankierenden als auch im  

3‘-flankierenden Bereich des ATFPB-Gens amplifiziert. Die dafür verwendeten Primer 

(Tab. 2) wurden mit einer Sequenz ausgestattet, die auch auf dem ebenfalls 

amplifizierten ALEU2-ATRP1m-Selektionsmodul lokalisiert ist. Nach einem Verdau 

von pBS-TEF1p-PHO5-SS mit EcoRI/BamHI wurden die drei Fragmente  

5'-Fl.-ATFPB, 3'-Fl.-ATFPB und ALEU2-ATRP1m mit dem Plasmid assembliert und für 
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die Transformation von E. coli XL1-blue verwendet. Nach erfolgter Isolation des 

Plasmides pB-Kan-5'-Fl.-ATFPB-ALEU2-ATRP1m-3'-Fl.-ATFPB wurde die 

Deletionskassette mittels PCR amplifiziert, um mit dem erhaltenen Amplikon die Hefe 

A. adeninivorans G1212 zu transformieren. Für die Kontrolle des Deletionserfolges 

wurde genomische DNA isoliert (vgl. 2.2.11), welche als Template für eine PCR 

verwendet wurde. Der Sense-Primer wurde so konstruiert, dass eine Bindung außerhalb 

des 5’-flankierenden Bereiches auf der chromosomalen DNA bindet. Die 

entsprechenden Antisense-Primer binden entweder auf dem originalen ATFPB-Gen, 

oder auf dem ALEU2-ATRP1m-Selektionsmodul. Bei einer erfolgreichen Deletion des 

ATFPB-Gens lässt sich ein Amplikon mit dem Primer-Paar PALanal-fwd/TRP-anal-rev 

im Agarose-Gel nachweisen, während mit dem Primer-Paar PALanal-fwd/dPAL-anal-

rev nur bei nicht erfolgreicher Deletion eine Amplifikation erfolgt (Abb. 7). 

 

 
Abb. 7: DNA Konstrukt für die Deletion des ATFPB-Gens von A. adeninivorans. Originalsequenz (-) von  

A. adeninivorans G1212 und Sequenz (+) eines deletierten Klons von A. adeninivorans  G1227 [aleu2::ALEU2 

atrp1::ATRP1 atfpb]. Der Nachweis der Deletion erfolgte mittels PCR mit einem auf dem Chromosomenabschnitt 

lokalisierten sense Primer und einem Primer, welcher entweder auf der Originalsequenz oder am dem 

Selektionsmarkermodul ALEU2-ATRP1m bindet. 

 

Die mit den beschrieben Methoden erhaltenen Stämme sind in Tab. 3 zusammengefasst. 

Die Stämme wurden ihrem Verwendungszweck entsprechend sortiert und beschrieben. 
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Tab. 3: Stämme von A. adeninivorans, die im Verlauf dieser Arbeit erzeugt und verwendet wurden. 

Experiment   Verwendung Stamm 

  

  

Allgemein 

 

Ausgangsstamm für genetische 

Modifikation 

A. ad. G1212 (ΔATRP) 

 

Komplementierter Kontrollstamm zu  

A. ad G1212 (ΔATRP)  

A. ad. G1212/YRC102 

  
  

  

Konstitutive Expression von:  

Proteinreinigung und  

biochemische Charakterisierung  

ACUT1-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p-ACUT1-(6H) 

 

ACUT2-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p-ACUT2-(6H) 

 

ACUT3-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p-ACUT3-(6H) 

 

ACUT3(-)GTS-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3(-)GTS-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p- ACUT3(-)GTS-(6H) 

 

ACUT1(+)GTS-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1(+)GTS-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p-ACUT1(+)GTS-(6H) 

 

ACUT2(+)GTS-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2(+)GTS-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p-ACUT2(+)GTS-(6H) 

 

FSCUT-(6H) A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-(6H) 

 

 A. ad. G1212/YIC102-TEF1p-FSCUT-(6H) 

 

ATAN1-6H A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ATAN1-6H 

 

ATAN1(+)GTS-6H A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ATAN1(+)GTS-6H 

  

Konstitutive Expression von:  

Analyse von 

Transkriptionsfaktoren mit 

putativer Beteiligung an der 

Regulation der Cutinase-Gene 

 

ACTF1α-1 A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-1 

 

ACTF1α-2 A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-2 

 

ACTF1α-3 A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-3 

 

ACTF1α-4 A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-4 

 

ATFPB A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB 

 

ATFGB A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB 

 
  

 

Deletion des ATFPB-Gens A. ad. G1227 [aleu2::ALEU2 atrp1::ATRP1 apbp]G1227 

  
  

  

Expression der Reportergene DsRed und 

PHYK 

 

Untersuchung der 

Promotorregulation der Gene 

ACUT1, ACUT2 und ACUT3 

  

 

TEF1p A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-DsRed-PHO5t 

 

ACUT1p(1kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT1p(1kp)-DsRed-PHO5t 

 

ACUT1p(2kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT1p(2kp)-DsRed-PHO5t 

 

ACUT2p(1kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT2p(1kp)-DsRed-PHO5t 

 

ACUT2p(2kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT2p(2kp)-DsRed-PHO5t 

 

ACUT3p(1kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT3p(1kp)-DsRed-PHO5t 

 

ACUT3p(2kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT3p(2kp)-DsRed-PHO5t 

 

TEF1p A. ad. G1212/YRC102-TEF1p-PHYK-PHO5t 

 

ACUT1p(0,5kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT1p(0,5kp)-PHYK-PHO5t 

 

ACUT1p(1kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT1p(1kp)-PHYK-PHO5t 

 

ACUT2p(0,5kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT2p(0,5kp)-PHYK-PHO5t 

 

ACUT2p(1kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT2p(1kp)-PHYK-PHO5t 

 

ACUT3p(0,5kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT3p(0,5kp)-PHYK-PHO5t 

  ACUT3p(1kb) A. ad. G1212/YRC102-ACUT3p(1kp)-PHYK-PHO5t 

 

2.2.2 Polymerase Kettenreaktion (PCR) 

Die PCR wurde zur spezifischen Amplifikation von DNA Fragmenten verwendet. 

Dabei wurden, entsprechend dem Einsatz des Amplikons, unterschiedliche  

DNA-Polymerasen eingesetzt. Für Experimente zur Überprüfung einzelner 

Fragmentlängen wurde DreamTaq (Thermo Fischer Scientific, Deutschland) als 

Polymerase verwendet, welche aufgrund ihrer vergleichsweise hohen Fehlerrate nicht 

zur Amplifikation von Genen für Expressionsmodule in Frage kam. Hierfür wurde die 

Highfidelity Polymerase PHUSION (NEB, Deutschland) bevorzugt. 
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2.2.3 Verdau von DNA mit Restriktionsendonucleasen 

Der Verdau von DNA mittels Restriktionsendonucleasen wurde nach Angaben des 

Herstellers durchgeführt (Thermo Fischer Scientific, Deutschland). 

2.2.4 DNA-Fragmentisolation aus Agarose-Gelen 

Die DNA-Extraktion aus einem Agarosegel sowie die Reinigung der DNA-Fragmente 

nach einer PCR wurde mit dem NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up Kit (Macherey-

Nagel, Deutschland) nach Hersteller Protokoll durchgeführt. 

2.2.5 Dephosphorylierung von Plasmid-DNA 

Zur Vermeidung von Vektor-Religationen wurden die terminalen Phosphatgruppen mit 

einer alkalischen Phosphatase (FastAP, Thermo Fischer Scientific, Deutschland) 

entfernt. Hierfür wurde dem Restriktionsansatz des Vektors 1 µL der FastAP beigefügt 

und alles für 10 min inkubiert. Vor der Ligation wurde die Phosphatase zusammen mit 

den Restriktionsenzymen durch NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up Kit (Macherey-

Nagel, Deutschland) entfernt. 

2.2.6 Ligation von DNA 

Die DNA-Ligation wurde mit der T4-DNA-Ligase (Thermo Fischer Scientific, 

Deutschland) durchgeführt. Nach erfolgter Reinigung der Restriktionsansätze von 

Vektor und Fragment mittels NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up Kit (Macherey-

Nagel, Deutschland) wurde der Ligationsansatz nach Protokoll des Herstellers 

angesetzt, wobei bis zu fünfmal mehr Fragment als Vektor eingesetzt wurde. Die 

Inkubation wurde für 5 min bei 4 °C durchgeführt. 

2.2.7 Gibson Isothermal Assembly von DNA Fragmenten 

Das Gibson Isothermal Assembly (146) wurde als Klonierungstechnik zur Fusion von 

Genabschnitten, sowie zur Konstruktion von Reportergenkonstrukten verwendet. Der 

Ansatz erfolgte nach Herstellerangaben mit leichten Modifikationen. Anstelle von 

10 µL des Master-Mix (NEB, Deutschland) wurde das verwendete Volumen dem 

Volumen der eingesetzten Fragmente angepasst. Die Spezifität für das Assembly wurde 

durch speziell konstruierte Oligonucleotide (Tab. 2), mit mindestens 15 Bp großen, zur 

Zielsequenz komplementären, Bereichen realisiert. Die Inkubation erfolgte für 1 h bei 

50 °C im Thermo-Cycler (Mastercycler ep gradient S Thermocycler, Eppendorf, 
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Deutschland). Anschließend wurde ein Teil des Ansatzes für die Transformation von 

kompetenten E. coli XL1-blue (vgl. 2.2.8) verwendet. 

2.2.8 Transformation von E. coli 

Die Herstellung von kompetenten E. coli  XL1-blue erfolgte nach der Methode von 

INOUE (147). Zwischen 2 und 8 µL des Ligations- (vgl. 2.2.6) bzw. Assembly-

Ansatzes (vgl. 2.2.7) wurden zu 50 µL kompetenten E. coli XL1-blue gegeben. Nach 

15-minütiger Inkubation auf Eis erfolgte ein Hitzeschock bei 42 °C für 90 s. 

Anschließend wurde der Ansatz für 2 min auf Eis gekühlt und mit 250 µL  

SOC-Medium gemischt. Danach erfolgte eine Regeneration der Zellen für 30 min bei 

37 °C im Thermomixer. Abschließend wurde der Ansatz auf selektivem LB-Medium 

ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert. 

2.2.9 Transformation von A. adeninivorans 

Zur Herstellung kompetenter Zellen von A. adeninivorans G1212 wurde zunächst eine 

Vorkultur in HVM mit Tryptophan angesetzt, die etwa 12 h bei 30 °C und 180 rpm im 

Schüttelinkubator kultiviert wurde. Mit dieser wurde eine Hauptkultur auf OD600 von 

0,6 – 0,7 eingestellt. Bei Erreichen einer OD600 von 1,5 nach Kultivierung bei 30 °C und 

180 rpm, wurden die Zellen mittels Zentrifugation (5.000xg, 10 min, 4 °C) vom 

Medium getrennt. Das Pellet wurde in einem Viertel des Ausgangsvolumens in kaltem 

SBD-Puffer (1 M Sorbit, 3 % Ethylenglykol, 5 % DMSO, 10 mM Bicin) resuspendiert. 

Nach einem weiteren Zentrifugationsschritt (5.000xg, 10 min, 4 °C) erfolgte die  

Resuspendierung in einem Fünfzigstel des Ausgangsvolumens erneut in kaltem  

SBD-Puffer. Von dieser Suspension wurden 200 µL in vorgekühlte 

Eppendorfreaktionsgefäße aliquotiert und in flüssigem Stickstoff eingefroren. Die 

Lagerung erfolgte bei -80 °C. Für diese Methode wurden alle verwendeten 

Reaktionsgefäße und Lösungen vorgekühlt. 

Die Transformation von kompetenten A. adeninivorans G1212 mit 5 µg präparierter 

linearisierter DNA (vgl. 2.2) erfolgte nach Dohmen et al. (148) mit leichten 

Modifikationen. Hierfür wurde die DNA zusammen mit Carrier-DNA (Lachs- oder 

Heringssperma), die zuvor für 5 min bei 95 °C inkubiert wurde, auf die gefrorenen 

kompetenten Zellen gegeben. Nach dem Auftauen bei 30 °C wurde Bicin-Puffer mit 

40 % PEG 1.000 (0,2 M Bicine/ NaOH/ pH 8,35) hinzugefügt und alles 1 h bei 30 °C 

inkubiert. Nach zweimaligem Waschen der Zellen (Zentrifugation 3.000xg, 5 min, 
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20 °C) mit Bicin-Puffer mit 0,15 M NaCl (0,2 M Bicine/ NaOH/ pH 8,35) wurden diese 

auf selektivem HMM-NO3 (ohne Tryptophan) mit 2 % Glucose und Vitaminmix 

ausplattiert. Die Inkubation erfolgte für mehrere Tage bei 30 °C. 

2.2.10 Präparation von Plasmid-DNA aus E. coli 

Für die Isolation der Plasmid-DNA aus E. coli wurden die Puffer P1, P2 und P3 

(Qiagen, Deutschland) verwendet. Das Zellpellet einer 1,5 mL E. coli-Kultur wurde in 

200 μL P1 (4 °C mit 20 μg ml-1 RNase A) resuspendiert. Anschließend erfolgte die 

Zugabe von 200 μL Lysispuffer P2. Nach 3-minütiger Inkubation bei 20 °C wurden 

200 μL P3 zur Neutralisation hinzugefügt und bei 10.000xg und 4 °C für 3 min 

zentrifugiert. 500 µL des klaren Überstandes wurden entnommen und in einem neuen 

Reaktionsgefäß mit 350 μL Isopropanol vermischt. Die gefällte DNA wurde dann durch 

Zentrifugation (10.000xg, 3 min, 4 °C) pelletiert und mit 70 %-igem Ethanol 

gewaschen. Nach Entfernung des Alkohols und Trocknung wurde die DNA in 50 μL 

destilliertem Wasser gelöst. 

2.2.11 Isolation chromosomaler DNA aus A. adeninivorans 

Die Isolation chromosomaler DNA wurde nach Sambrook und Russel (149) 

durchgeführt. 

2.2.12 Isolation von gesamt RNA aus A. adeninivorans 

Die Isolation von RNA aus A. adeninivorans erfolgte mittels zweier Methoden. Für die 

erste Methode wurde das RNeasy Mini Kit (Quiagen, Deutschland) nach Angaben des 

Herstellers verwendet. In Vorbereitung dessen wurden die zu extrahierenden Kulturen 

kultiviert, zentrifugiert und die Zellen mit der Kugelmühle (MM 200 Retsch, 

Deutschland) in im Kit enthaltenen Puffer aufgeschlossen. Bei der zweiten Methode 

erfolgte die Isolation nach Chomczynsky und Sacchi (150). Die Entfernung von 

eventuell auftretenden Kontaminationen mit genomischer DNA wurde mit dem RNase-

Free DNase Set (Quiagen, Deutschland) nach den Herstellerangaben durchgeführt. 

2.2.13 Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren 

Die Konzentrationen an RNA und DNA wurden den Herstellerangaben entsprechend 

mit dem NanoDrop (Thermo Fischer Scientific, Deutschland) durchgeführt. 
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2.2.14 cDNA-Synthese aus isolierter gesamt RNA 

Die cDNA-Synthese aus Gesamt-RNA erfolgte mit der Revert-Aid Reverse 

Transkriptase (Thermo Fisher Scientific, Deutschland) unter Verwendung eines 

speziellen, in der AG Hefegenetik entwickelten, OligodT-Primer (5‘-

tgacaggataccatacagacactatttttttttttttttv-3‘) entsprechend der Angaben des Herstellers. 

Der verwendete Primer enthielt eine sogenannte RTA-Ankersequenz, die für weitere 

Experimente genutzt wurde. 

2.2.15 3’RACE zur Identifikation der 3’UTR-Sequenz  

Zur Identifikation der 3’UTR-Sequenz der Gene ACUT1, ACUT2 und ACUT3 wurde 

ein 3’RACE durchgeführt (151). Dies erfolgte mittels PCR auf cDNA unter 

Verwendung eines zur Ankersequenz komplementären Primers  

(5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘) und eines genspezifischen Primers (ACUT1 –  

5‘-atgaagactaacttcctcatcgcctg-3‘; ACUT2 – 5‘-atgaaggccaatctgattctcgcttg-3‘;  

ACUT3 – 5‘-atgaagtacagtgccatttacactcttgc-3‘;). Die erhaltenen PCR-Produkte wurden 

auf einem 0,8 % Agarose-Gel getrennt und anschließend aus diesem isoliert. Da für die 

PCR der Long PCR Enzym-Mix (Thermo Fischer Scientific, Deutschland) verwendet 

wurde, konnten die PCR-Produkte in den pCR™4-TOPO® Vector mittels TOPO® TA 

Klonierung eingefügt werden. Nach Transformation von E. coli XL1 blue, der 

anschließenden Plasmidisolation und Reinigung, wurden die erhaltenen Plasmide zur 

Sequenzierung übergeben. Hierfür wurden die im TOPO® TA Cloning® Kit (Thermo 

Fischer Scientific, Deutschland) enthaltenen Primer „UNI“ und „REV“ verwendet. Als 

Ergebnis der Sequenzierung lag die jeweilige vollständige ORF-Sequenz von ACUT1, 

ACUT2 und ACUT3, sowie der jeweilige 3’UTR vor. 

2.2.16 RT-PCR und RT-qPCR 

Im ersten Schritt wurden eine RNA-Isolation (vgl. 2.2.12) sowie eine cDNA-Synthese 

(vgl. 2.2.14) mit den gesammelten Proben durchgeführt. Die zu untersuchenden Gene 

ACUT1, ACUT2 und ACUT3 enthalten keine Introns und weisen ein hohes Maß an 

Homologie auf. Aus diesem Grund wurde der zuvor sequenzierte 3’-UTR als Template 

für RT- und RT-qPCR verwendet. In beiden Fällen wurde eine zweistufige PCR mit 

geschachtelten Primern (Abb. 8, Tab. 4) durchgeführt („Nested“ PCR). Beide PCR 

erfolgten nach folgendem Schema. 
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1. 95 °C, 10 min 

2. 95 °C, 10 s 

3. 60 °C, 10 s 

4. Wiederholung von Schritt 2 und 3: 

10 Zyklen (PCR1), x Zyklen (PCR2) 

 

Die Anzahl der Zyklen der 2. PCR wurde in Abhängigkeit vom Experiment variiert. Bei 

der RT-PCR wurde zur Kontrolle eine Probe nach 21, 24 und 27 Zyklen genommen und 

auf einem 2 %igen Agarose-Gel elektrophoretisch getrennt und analysiert. Im Falle der 

RT-qPCR wurden 40 Zyklen durchlaufen und eine Quantifizierung mittels SYBR Green 

durchgeführt. Die Auswertung erfolgte mittels ΔΔCT-Methode, wobei die CT-Werte der 

Kontrollgene TFIID, TFC1 oder ALG9 zur Normalisierung verwendet wurden. Die 

verwendeten Bezugswerte wurden bei der Beschreibung der erhaltenen Ergebnisse 

benannt. 

 

 

 
Abb. 8: Ausgewählte Sequenzen für die Durchführung der RT-PCR sowie der quantitativen RT-PCR. Es sind die 3‘-

Regionen der Gene ACUT1 (A), ACUT2 (B) und ACUT3 (C) dargestellt. Der bei der cDNA-Synthese eingeführte 

RTA-Anker ist blau und das jeweilige Stop-Codon rot hervorgehoben. 
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Tab. 4: Übersicht über die für die RT-PCR sowie für die quantitativen RT-PCR verwendeten Primer zur 

Amplifikation der genspezifischen Sequenzen von ACUT1, ACUT2, ACUT3 und TFIID. 

 Primer  

Zielsequenz   1. PCR  Name 2. PCR  Name 

ACUT1 sense 5‘-ccggttctagctaatctgagtac-3‘ ACUT1q1 5‘-gcataaccatttgtaaatttatttccatgag-3‘ ACUT1q2 

(78 Bp) antisense 5‘-tgacaggataccatacagacac-3‘ RTA-1 5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘ RTA 

ACUT2 sense 5‘-cttacttcttagtcattcagtacgttca-3‘ ACUT2q1 5‘-gtacgttcaatataaagatactacacaac-3‘ ACUT2q2 

(77 Bp) antisense 5‘-tgacaggataccatacagacac-3‘ RTA-1 5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘ RTA 

ACUT3 sense 5‘-cggttccggttccgcttaaat-3‘ ACUT3q1 5‘-accatttctacagatgtactaagcag-3‘ ACUT3q2 

(101 Bp) antisense 5‘-tgacaggataccatacagacac-3‘ RTA-1 5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘ RTA 

TFIID  sense 5‘-agtttgtgtctgatattgcctc-3‘  TFIID-3 5‘-tggccgattatggactca-3‘  TFIID-6 

 antisense 5‘-tgacaggataccatacagacac-3‘ RTA-1 5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘ RTA 

TFC1 sense 5'-tgaagaagagcaccaagca-3' TFC1-3 5'-acaacaagatgaaaacgctc-3' TFC1-1 

 antisense 5‘-tgacaggataccatacagacac-3‘ RTA-1 5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘ RTA 

ALG9 sense 5'-tggtatcggtcgcattct-3' ALG9-7 5'-tcaattgcagtggactgacta-3' ALG9-8 

 antisense 5‘-tgacaggataccatacagacac-3‘ RTA-1 5‘-tgacaggataccatacagacacta-3‘ RTA 

 

2.2.17 Gelelektrophorese von RNA und DNA 

Die Gelelektrophorese von DNA und RNA wurde in einer horizontalen Gelkammer 

(Bio-Rad, USA) durchgeführt. Agarose-Gele für DNA enthielten zwischen 0,8 und 

2,0 % (w/v) Agarose, 0,01 % (v/v) Ethidiumbromid und TBE-Puffer (0,1 M Tris;  

pH 8,3; 90 mM Borsäure; 2,5 mM EDTA). Dieser wurde auch als Laufpuffer 

verwendet. Zu den Proben wurde DNA-Ladepuffer (Thermo Fischer Scientific, 

Deutschland) im Verhältnis 1:6 aufgetragen. Als Größenmarker diente der GeneRuler 

1kb plus (Thermi Fischer Scientific, Deutschland). Für die elektrophoretische Trennung 

von RNA wurden Gele mit 1 % Agarose und 5 % Formaldehyd in MOPS Puffer 

(0,04 M MOPS; 0,01 M Na-Acetat; 0,001 M EDTA) verwendet. Einfach konzentrierter 

MOPS-Puffer wurde auch als Laufpuffer genutzt. Hierfür wurden die RNA Proben im 

Verhältnis 1:1 mit RNA-Ladepuffer (Thermo Fischer Scientific, Deutschland) gemischt 

und für 10 min bei 65 °C inkubiert. 

2.2.18 Southern-Blot Analyse 

Zur Analyse der Integrationshäufigkeit von Genkassetten wurde die Southern-Blot 

Technik mit anschließender Hybridisierung eingesetzt. Hierfür wurden zunächst 2 mL 

einer Übernachtkultur der entsprechenden Stämme zentrifugiert, das Pellet mit einer 

Kugelmühle (MM 200 Retsch, Deutschland) aufgeschlossen und die chromosomale 
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DNA extrahiert (vgl. 2.2.11). Anschließend wurden 10 µg der erhaltenen DNA mit 

HindIII verdaut und die Fragmente in einem 0,8 %igen Agarose-Gel aufgetrennt. Der 

alkalische Southern-Transfer auf eine Hybond-N+ Membran (GE Healthcare, 

Deutschland) wurde nach dem Protokoll von Sambrook und Russel (149) durchgeführt. 

Die Hybridisierung mit einer Sonde gegen das ACUT2-Gen, welche mittels PCR und 

Digoxigenin markierten dUTP´s (Roche, Deutschland) generiert wurde, erfolgte bei 

65 °C in Roti-Hybriquick Puffer (Roth, Deutschland). Nach drei Waschschritten mit 

1:2, 1:5 und 1:10 verdünntem Roti-Hybriquick für jeweils 15 min bei 65 °C wurde die 

Membran mit Fab-Fragmenten eines polyklonalen Anti-Digoxigenin-Antikörpers 

(Roche, Deutschland), welcher mit alkalischer Phosphatase konjugiert ist (1 h, 20 °C), 

inkubiert und mit NBT/BCIP (Roche, Deutschland) gefärbt. 

2.2.19 Sequenzierung 

Für die Sequenzierung wurden ca. 200 ng Plasmid-DNA und entsprechende 

Oligonucleotide verwendet, die in 5 µL destilliertem Wasser vorgelegt wurden. Die 

Durchführung erfolgte in der Arbeitsgruppe Transkriptomanalyse des IPK (Gatersleben, 

Deutschland). 

2.3 Biochemische Methoden 

2.3.1 Polyacrylamidgelelektrophorese 

Zur Überprüfung der Proteinreinheit wurde eine SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese 

(SDS-PAGE) durchgeführt. Hierfür wurde ein 4 %iges Sammelgel (125 mM Tris-HCl; 

pH 6,8; 0,1 % SDS) und ein 12 % - 15 % Trenngel (375 mM Tris-HCl; pH 8,8; 0,1 % 

SDS) nach Laemmli (152) hergestellt. Dabei wurde eine gebrauchsfertige 

Acrylamid/Bisacrylamidlösung im Verhältnis 37,5:1 (Rotiphorese® Gel, ROTH, 

Deutschland) verwendet. Zur Polymerisation wurden 0,1 % TEMED und 0,1 % APS 

hinzugefügt. Die zu untersuchenden Proteinproben wurden mit Ladepuffer (25 mM 

Tris-HCl; pH 6,8; 4% SDS; 20 % Glycerol; 10 % β-Mercaptoethanol; 0,2 % 

Bromphenolblau) versetzt und für 10 min bei 95 °C denaturiert. Als Größenmarker 

wurde „PageRulerTM-Prestained Protein“-Ladder (Thermo Fischer Scientific, 

Deutschland) verwendet. Die Färbung der Proteinbanden erfolgte mit der auf 

Coomassie basierenden „InstantBlue“-Lösung (Expedion, USA). 
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2.3.2 Western-Blot Analyse 

Der Proteintransfer vom SDS-Gel auf eine Polyvinylidenfluorid (PVDF)-Membran mit 

einer Porengröße von 0,45 µm erfolgte in einem Tank-Blotter mit Tris-Glycin-

Transferpuffer (25 mM Tris-HCl; pH 8,3; 129 mM Glycin; 20 % (v/v) Methanol) bei 

100 mA über Nacht. Die Entwicklung wurde mit einem Anti-6xHis-Tag-Antikörper 

(Micromol, Deutschland) aus Kaninchen als Primär- und einem Anti-Kaninchen-

Antikörper (Promega, Deutschland) aus Ziege als Sekundärantikörper durchgeführt. 

Letztgenannter war mit alkalischer Phosphatase konjugiert, wodurch eine Reaktion mit 

NBT/BCIP (Roche, Deutschland) zu einer schwarzvioletten Färbung der positiven 

Proteinbanden führte. 

2.3.3 Glykolysierungsfärbung von PAA-Gelen 

Die Färbung von Glykoproteinen wurde mit einer modifizierten Methode nach 

McGuckin und McKenzie (153) durchgeführt. Hierfür wurden die zu untersuchenden 

Proben mittels SDS-PAGE (vgl. 2.3.1) aufgetrennt. Anschließend wurde das erhaltene 

PAA-Gel nach den in Tab. 5 aufgeführten Arbeitsschritte behandelt. Banden von 

Glykoproteinen erschienen nach der Behandlung leicht rosa. 

Tab. 5: Arbeitsschritte für die Fuchsin-Färbung von PAA-Gelen. 

Schritt Lösung Bedingung 

Fixieren und Waschen Ethanol:Essigsäure:Aqua dest. 3:1:6 3x 30 min 

Oxidation 7,5 % Essigsäure, 1 % Na-Meta-Perjodat 1 h, 4 °C, dunkel 

Waschen 7,5 % Essigsäure 5x 30 min 

Färben 0,15N HCl, 1,9 % Na-Meta-Bisulfit, 1 % basisches Fuchsin 1 h, 4 °C, dunkel 

Entfärben 0,1 N HCl, 1 % Na-Beta-Bisulfid 5x 30 min 

Waschen Aqua dest. 30 min 

 

2.3.4 Proteinreinigung 

Die mit einem His-Tag ausgestatten Proteine wurden mittels „Immobilized Metal Ion 

Affinity Chromatography“ (IMAC) gereinigt. Hierfür wurde eine NTA-Agarose 

(Machery-Nagel, Deutschland) entsprechend den Herstellerangaben mit Nickel beladen. 

Die aus einer Kultivierung in HMM-NO3 gewonnenen Überstände wurden im 

Verhältnis 1:1 mit 1xBindepuffer gemischt und anschließend mit 2 mL Ni-NTA-

Agarose-Suspension für 1 h bei 4 °C inkubiert. Zur Verbesserung der Verteilung der 

Agarose im Gemisch wurde der Ansatz in 10 min Intervallen mit einem gekühlten 
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Glasstab gemischt. Zur Abtrennung der Agarose wurde die Suspension über Säulen 

(Machery-Nagel, Deutschland) gegeben und unter Zuhilfenahme einer Vakuumpumpe 

filtriert. Das entstandene Pellet wurde zunächst mit 50 mL 1xBindepuffer und 

anschließend der gleichen Menge 1xWaschpuffer gewaschen. Die Elution erfolgte 

durch eine 10-minütige Inkubation in 1xElutionspuffer. Die Entfernung des im 

Elutionspuffer enthaltenen Imidazols wurde über PD10-Säulen (GE Healthcare, 

Deutschland) realisiert. Hierfür wurde den Herstellerangaben Folge geleistet. PBS 

Puffer mit pH 7,4 diente anschließend als Lagerungspuffer. 

2.3.5 Konzentrationsbestimmung von Proteinen 

Die Bestimmung der Proteinkonzentration wurde mit einem modifizierten Assay nach 

Bradford (154) durchgeführt. Es wurde die kommerziell erhältliche, 5fach konzentrierte 

Bradford-Reagenz von BioRad (Deutschland) unter Beachtung der Angaben des 

Herstellers verwendet. Die Kalibrierung erfolgte mit 1 mg/mL BSA Fraktion 5 (Serva, 

Deutschland). 

2.3.6 Bestimmung der molekularen Masse mittels Größenausschlusschromatographie 

Die native molekulare Masse der isolierten Proteine wurde mittels 

Größenausschlusschromatografie über eine HiLoad 16/600 Superdex 200 prep grade Säule 

(GE Healthcare Life sciences, Deutschland) unter Verwendung des ÄKTApure 150 L 

Chromatographie Systems bestimmt. Als Laufpuffer wurden ein 100 mM Na-

Citratpuffer pH 6,0 bzw. ein 100 mM Tris-HCl pH 7,0 mit jeweils 150 mM NaCl 

verwendet. Es wurde mit 1,5 Säulenvolumen bei einer Flussgeschwindigkeit von 

0,5 mL min-1 eluiert. Alle Fraktionen mit einem Volumen von jeweils 0,5 mL wurden 

auf Esteraseaktivität (Abschnitt 2.3.7.1) geprüft. Zur Kalibrierung wurde ein 

Proteingemisch aus Ferritin (450 kDa), Katalase (240 kDa), ADH aus S. cerevisiae 

(150 kDa), BSA (66 kDa) und Ovalbumin (45 kDa) verwendet. 

2.3.7 Bestimmung der Enzymaktivität 

Die Bestimmung der Aktivität von Esterasen bzw. Cutinasen und Lipasen wurde mittels 

p-Nitrophenylestern und Triacylglyceriden variierender Acyl-Kettenlänge modifiziert 

nach Kolattukudy (155) durchgeführt. Es wurden Acetat- (C2), Butyrat- (C4), Caproat- 

(C6), Caprylat- (C8), Caprat- (C10), Laurat- (C12) und Palmitatester (C16) verwendet. 
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2.3.7.1 Aktivitätsbestimmung für p-Nitrophenolester 

Die Aktivität der Cutinasen für p-Nitrophenylester (pNP-Ester) wurde über die 

Freisetzung von p-Nitrophenol mittels Platten-Reader (TECANinfinite M200) 

bestimmt. Ein p-Nitrophenol Standard wurde unter Reaktionsbedingungen aus einer 

10 mM Stammlösung hergestellt, um den molaren Extinktionskoeffizienten zu 

ermitteln. Dabei wurden pH-Wert und Messwellenlänge variiert. Die erhaltenen 

Regressionsgeraden sind Abb. 9 zu entnehmen. Es ist ersichtlich, dass eine optimale 

bzw. pH-Wert unabhängige Messung nur bei 348 nm durchgeführt werden sollte. Dies 

entspricht dem isosbestischen Punkt des p-Nitrophenol mit einem molaren 

Extinktionskoeffizienten von 4.320 M-1 cm-1. 

 

 
Abb. 9: Standard-Kurve für die Quantifizierung von p-Nitrophenol. Abhängigkeit der Absorption bei 340 nm (A) 

und 348 nm (B) von der Konzentration des p-Nitrophenol. Die bei der Messung verwendete Schichtdicke betrug 0,3 

cm. Die aus der linearen Regression berechneten molaren Extinktionskoeffizienten sind jeweils der Legende zu 

entnehmen. 

 

Als Standardsubstrat wurde p-Nitrophenylbutyrat (pNP-Butyrat) mit einer 

Konzentration von 2 mM eingesetzt. Die Reaktion wurde in 50 mM Natriumcitratpuffer 

pH 5,5 (für Acut1p, Acut2p und Acut3p) bzw. 50 mM Tris-HCl pH 8,0 (FsCutp) 

durchgeführt. Die Quantifizierung erfolgte über Gl.  

(1). Eine Unit ist definiert als die Menge Enzym, die für die Freisetzung von 1 µmol p-

Nitrophenol in einer Minute unter den genannten Bedingungen benötigt wird. 
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𝐴𝑉[𝑈 𝑚𝐿−1] =

𝑑𝐴348𝑛𝑚

𝑑𝑡
[𝑚𝑖𝑛−1]

𝜀[𝑀−1 𝑐𝑚−1] ∙ 𝑑[𝑐𝑚]
∙

𝑉𝑔𝑒𝑠

𝑉𝐸
∙ 𝐹 ∙ 1.000 

 

(1) 

  

𝐴𝑉 Volumenbezogene Aktivität 

𝑑𝐴348𝑛𝑚

𝑑𝑡
 Geradenanstieg im linearen Reaktionsbereich 

𝑑 Schichtdicke (0,3 cm bei 100 µL 𝑉𝑔𝑒𝑠 ) 

𝑉𝑔𝑒𝑠 Volumen des Reaktionsansatzes 

𝑉𝐸 Volumen der Enzymprobe im Reaktionsansatz 

𝜖 Molarer Extinktionskoeffizient 

𝐹 Verdünnungsfaktor 

 

Der Test wurde wie folgt vorbereitet und durchgeführt: 

• Lösen von 400 mM pNP-Butyrat in DMSO (Lösung 1), 

• Herstellung der Lösung 2 mit 0,2 % Gummi Arabicum und 1 % Triton X-100, 

• mischen von 500 µL Lösung 1 mit 49,5 mL Lösung 2 für 1 min mit dem 

ULTRA-TURRAX bei 50 % Leistung (Substrat-Lösung mit 4 mM pNP-

Butyrat), 

• Vorlage von 10 µL Enzymprobe, 20 µL 250 mM Na-Citrat Puffer pH 5,5 

(Acut1p, Acut2p und Acut3p) bzw. Tris-HCl Puffer pH 8,0 (FsCutp), 

• der Reaktionsstart erfolgte durch Zugabe von 50 µL Substrat-Lösung, 

• Messung des Zeitverlaufes bei Raumtemperatur mit einer Wellenlänge von 

348 nm. 

2.3.7.2 Aktivitätsbestimmung für Triacylglyceride 

Die Hydrolyse der Triacylglyceride wurde mittels Titrationsmethode bestimmt. Hierfür 

wurden 10 mM des jeweiligen Substrates mit einem ULTR-TURRAX Homogenisator 

in einem Reaktionsgemisch aus 4.475 g NaCl, 0.103 g KH2PO4, 135 mL Glycerin, 

75 mL Wasser und 1.5 g Gummi Arabicum (73) homogenisiert. Anschließend wurden 

jeweils 100 µL Enzymprobe oder 1xPBS als Negativkontrolle hinzugegeben. Im 5 min 

Intervall wurde der pH-Wert kontrolliert, welcher in Folge der ablaufenden Reaktion 

und der damit verbundenen Säurebildung abnimmt. Um dabei einem Verlust der 

Aktivität vorzubeugen wurde der pH-Wert mit einer 100 mM NaOH auf 5,5 für Acut1p, 
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Acut2p und Acut3p bzw. pH 8,0 für FsCutp stabilisiert. Die Aktivität wurde dabei als 

relative Aktivität bestimmt und entspricht dem für die Konstant-Haltung des pH-Wertes 

notwendigen Volumen an NaOH. 

2.3.8 Bestimmung des Substratspektrums und der kinetischen Parameter 

Das Substratspektrum der Cutinasen wurde für die Umsetzung der unter Abschnitt 

2.3.7.1 beschriebenen pNP-Ester bestimmt. Zunächst wurden 20 mM ethanolische 

Stammlösungen (99,8 % Ethanol) aller pNP-Ester hergestellt. Von diesen 

Ausgangslösungen wurden Verdünnungsreihen mit Ethanol erzeugt, die anschließend 

mit einem Emulgierpuffer (6 % TritonX-100, 1,2 % Gumi Arabicum, 100 mM Na-

Citrat pH 5,5) im Verhältnis 1:1 verdünnt und mit einen ULTRA-TURRAX bei 

10.000 rpm für 5 min emulgiert wurden. Im Aktivitätstest ergab sich dann eine 

Substratkonzentration zwischen 0,25 und 5 mM, eine Pufferkonzentration von 50 mM 

und eine Konzentration an TritonX-100 und Gummi Arabicum von 1,5 % (v/v) bzw. 

0,3 % (w/v). Die Messung der Änderung der Absorption erfolgte im TECANinfinite 

M200 bei 348 nm. Für die Modellierung der Ergebnisse wurde eine Michaelis-Menten-

Kinetik (Gl.(2)) vorausgesetzt. Die Parametrisierung wurde über einen Lineweaver-

Burk Ansatz vorgenommen und durch Vergleich mit den experimentellen Daten 

überprüft. Die berechneten kinetischen Parameter müssen als apparent betrachtet 

werden, da die Ethanolkonzentation im Messansatz noch 25 % (v/v) betrug. 

 

𝑣 = 𝑘𝑐𝑎𝑡 ∙
[𝑆]

[𝑆] + 𝐾𝑀
 (2) 

  

𝑣 Spezifische Umsatzrate [s-1] 

[𝑆] Substratkonzentration [mM] 

𝐾𝑀 Michaelis-Menten-Konstante [mM] 

𝑘𝑐𝑎𝑡 Wechselzahl [s-1] 
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2.3.9 Bestimmung des Temperaturoptimums und der Temperaturstabilität 

Das Temperaturoptimum der Cutinasen wurde durch die Umsetzung von pNP-Butyrat 

bei Temperaturen zwischen 20 und 80 °C in einem Thermocycler (Master-Cycler, 

Eppendorf, Deutschland) bestimmt. Zunächst wurden die eingesetzten Enzyme verdünnt 

um einen langen linearen Reaktionsbereich von etwa 10 min zu erhalten. Die Reaktion 

wurde dann nach 5 min mit 3%iger Essigsäure abgestoppt. Das im Inkubationszeitraum 

gebildete p-Nitrophenol wurde durch Absorptionsmessung bei 348 nm im Platten-

Reader bestimmt. Als Referenz wurde ein Reaktionsansatz mit Wasser anstelle der 

Enzymprobe für jede Temperatur mitgeführt. Die relative Aktivität berechnet sich dann 

aus der Absorptionsdifferenz der Ansätze mit Enzym und Wasser bei einer bestimmten 

Temperatur im Verhältnis zur maximalen Aktivität des jeweiligen Enzyms (Gl. (3)). 

 

𝑣𝑟𝑒𝑙(𝑇) =
∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(𝑇) − ∆𝐴0,348𝑛𝑚(𝑇)

∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(𝑇𝑜𝑝𝑡) − ∆𝐴0,348𝑛𝑚(𝑇𝑜𝑝𝑡)
∙ 100 % (3) 

  

𝑣𝑟𝑒𝑙(𝑇) Relative Aktivität [%] 

∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(𝑇) Absorptionsänderung (Enzym) bei Temperatur T 

∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(𝑇𝑜𝑝𝑡) Absorptionsänderung (Enzym) bei Temperatur am Optimum 

∆𝐴0,348𝑛𝑚(𝑇) Absorptionsänderung (Blindwert) bei Temperatur T 

∆𝐴0,348𝑛𝑚(𝑇𝑜𝑝𝑡) Absorptionsänderung (Blindwert) bei Temperatur am Optimum 

 

Für die Bestimmung der Temperaturstabilität wurden die zu untersuchenden 

Enzympräparate mit PBS Puffer verdünnt um einen linearen Reaktionsbereich von etwa 

5 min zu erhalten. Jeweils 500 µL dieser Verdünnungen wurden auf Eis und bei 30 °C, 

40 °C, 50 °C, 60 °C, 70 °C, 80 °C, sowie 90 °C inkubiert. In zeitlichen Intervallen 

wurden Proben entnommen und mit dem in Abschnitt 2.3.7.1 beschriebenen 

Standardtest auf die verbliebene Aktivität untersucht. Falls möglich wurde aus den 

gewonnenen Daten die jeweilige Halbwertzeit der Cutinasen in Abhängigkeit von der 

Temperatur nach Gl. (4) unter Annahme einer Reaktion 1. Ordnung berechnet. 
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𝑡1
2⁄ =

ln (2)

𝑘
 (4) 

ln (
𝑣𝑟𝑒𝑙,𝑡 [%]

100 %
) = −𝑘 ∙ t (5) 

  

𝑡1
2⁄  Halbwertzeit [min] 

𝑣𝑟𝑒𝑙,𝑡 Relative Aktivität zum Zeitpunkt t [%] 

t Inkubationszeit [min] 

 

Der Parameter 𝑘 kann als Anstieg der Geraden aus Gl. (5) nach Auftragung der 

gewonnenen Daten mit anschließender linearer Regression gewonnen werden. Diese 

Berechnung kann jedoch nur sinnvoll durchgeführt werden, wenn auch eine Abnahme 

der Aktivität stattfindet. 

2.3.10 Bestimmung des pH-Optimums und der pH-Stabilität 

Die Untersuchung des pH-Optimums erfolgte durch die Messung des Umsatzes 

(Abschnitt 2.3.7.1) von pNP-Butyrat bei pH-Werten zwischen pH 3,0 und 9,0, die über 

verschiedene Puffer mit einer Konzentration von 50 mM eingestellt (Tab. 6) wurden. 

Die Ionenstärke der verschiedenen Puffer wurde mit einer 5 M NaCl Lösung auf 

300 mM eingestellt, um dessen Einfluss auf die Aktivität auszuschließen. Von den 

erhaltenen Aktivitäten wurden die Werte der Kontrollen abgezogen (Blindwert mit 

Wasser anstelle des Enzyms) und anschließend erfolgte eine Relativierung bezogen auf 

den höchsten Wert nach Gl. (6). 

 

𝑣𝑟𝑒𝑙(𝑝𝐻) =
∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(𝑝𝐻) − ∆𝐴0,348𝑛𝑚(𝑝𝐻)

∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(𝑝𝐻𝑜𝑝𝑡) − ∆𝐴0,348𝑛𝑚(𝑝𝐻𝑜𝑝𝑡)
∙ 100 % (6) 

  

𝑣𝑟𝑒𝑙(pH) Relative Aktivität [%] 

∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(pH) Absorptionsänderung (Enzym) bei pH-Wert pH 

∆𝐴𝐸,348𝑛𝑚(pH𝑜𝑝𝑡) Absorptionsänderung (Enzym) bei pH-Wert am Optimum 

∆𝐴0,348𝑛𝑚(pH) Absorptionsänderung (Blindwert) bei pH-Wert pH 

∆𝐴0,348𝑛𝑚(pH𝑜𝑝𝑡) Absorptionsänderung (Blindwert) bei pH-Wert am Optimum 
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Tab. 6: Zur Einstellung von pH-Werten verwendete Puffer. 

Puffer pH-Bereich 

Natrium-Acetat (NaAc) pH 3,0 - 6,0 

Natrium-Citrat (NaCi) pH 2,8 - 6,5 

Natrium-Phosphat (NaPH) pH 5,5 - 7,5 

Tris-HCl pH 7,3 - 9,0 

 

2.3.11 Bestimmung des Einflusses der Ionenstärke 

Der Einfluss von Metallionen auf die Aktivität der Cutinasen wurde über den in 

Abschnitt 2.3.7.1 beschriebenen Standardtest mit pNP-Butyrat als Substrat ermittelt. 

Die Ionenstärke wurde mit einer 5 M NaCl Lösung auf Werte zwischen 200 mM und 

1 M eingestellt. 

2.3.12 Bestimmung des Einflusses von Metallionen 

Der Einfluss von Metallionen auf die Aktivität der Cutinasen wurde über den in 

Abschnitt 2.3.7.1 beschriebenen Standardtest mit pNP-Butyrat als Substrat ermittelt. 

Anstelle der 20 µL Wasser wurden 20 µL einer 5 mM Lösung aus CaCl2, CoCl2, 

CoSO4, CuCl2, CuSO4, FeCl3, FeSO4, KCl, MgCl2, MgSO4, MnCl2, MnSO4, NiCl2, 

NiSO4, ZnCl3, ZnSO4 zum Testansatz hinzugefügt. Vor dem Start der Messung wurde 

der Ansatz für 10 min inkubiert, um ausreichend Zeit für eine Wechselwirkung 

zwischen Metallionen und den Cutinasen bereitzustellen. Zusätzlich zu den Metallionen 

wurden noch der Einfluss von DTT und EDTA überprüft. Die Aktivität des Ansatzes 

mit Wasser anstelle der Metallionen wurde als 100 % definiert und als Bezugswert für 

die relative Aktivität der Testansätze verwendet.  

2.3.13 Bestimmung des Einflusses organischer Lösungsmittel 

Für die Bestimmung des Einflusses verschiedener organischer Lösungsmittel wurden 

die Cutinasen in 100 mM Na-Citrat pH 5,5 (Acut1p, Acut2p und Acut3p) oder Tris-HCl 

pH 8,0 (FsCutp) mit 50 % (v/v) PEG200, DEG, Isopropanol, DMSO, Ethanol oder 

Aceton inkubiert. Nach definierten Intervallen wurden Proben entnommen und mittels 

des in Abschnitt 2.3.7.1 beschriebenen Standardtests auf Restaktivität analysiert. Da die 

Lösungsmittelkonzentration während des Testes noch 25 % (v/v) betrug, wurde eine 

pNP-Standardreihe mit jeder Substanz erstellt, um den Einfluss auf die Messung zu 

bestimmen (Abb. 10). 
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Abb. 10: Standard-Kurve für die Quantifizierung von p-Nitrophenol mit Zusätzen. Abhängigkeit der Absorption bei 

348 nm von der Konzentration des p-Nitrophenol. Die bei der Messung verwendete Schichtdicke betrug 0,3 cm. Im 

Messansatz enthalten sind jeweils 25 % (v/v) PEG200, DEG, Isopropanol, DMSO, Ethanol oder Aceton. Die aus der 

linearen Regression berechneten molaren Extinktionskoeffizienten sind jeweils der Legende zu entnehmen. 

 

2.3.14 Extraktion von Cutin aus Apfelschalen 

Die Extraktion von Cutin aus Apfelschalen wurde nach dem Protokoll von Walten und 

Kolattukudy (96) durchgeführt. Hierfür wurden bis zu 30 kg Äpfel der Sorte „Golden 

Delicious“ aus dem lokalen Supermarkt bezogen und geschält. Anschließend wurde 

folgende Prozedur vollzogen: 

• Kochen der Apfelschalen in Ammoniumoxalat-Oxalsäure Puffer für 24 h, 

• Waschen mit destilliertem Wasser, 

• Behandlung mit Cellulase TXL und Pektinase L40 (ASA- Spezialenzyme, 

Deutschland) in 100 mM Na-Citrat Puffer pH 4,5 bei 50 °C für 16 h, 

• Trocknung der Festbestandteile, 

• Inkubation über Nacht mit Chloroform und anschließend Soxhlet-Extraktion mit 

Chloroform für 24 h, 

• zweimaliges Wiederholen der Enzymbehandlung, sowie der Extraktion, 

• Trocknung und Zerkleinerung des verbliebenen Cutins. 
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2.3.15 Nachweis der Cutindegradation 

Für einen einfachen Nachweis der Spaltung des Cutins wurden cutinhaltige Agarplatten 

hergestellt. Das zuvor isolierte Cutin wurden in 50 mM Na-Citrat Puffer pH 5,5 

suspendiert (1 % Endkonzentration). Anschließend wurden 2 % Agar-Agar und 0,5 % 

Bromthymolblau als pH Indikator hinzugefügt. Nach Aufkochen des Agars wurden 

Platten mit 1 cm Schichtdicke gegossen. Die Zugabe der gereinigten Cutinase-Lösungen 

erfolgte in eigens dafür präparierte Löcher. Die Platten wurden bei 30 °C inkubiert. 

Über den Farbumschlag des pH-Indikators konnte die Säuerung in Folge der 

enzymatischen Reaktion detektiert werden. Als Kontrolle wurde 1xPBS Puffer pH 7,4 

verwendet, da dies dem Lagerungspuffer der Cutinasen nach der Reinigung entspricht. 

Ein zweiter Nachweis erfolgte über eine dünnschichtchromatografische Methode nach 

Davies et al. (156). Das aus Apfelschalen isolierte Cutin (30 mg mL-1) wurde für 48 h 

mit Acut1-6hp (11 U), Acut2-6hp (635 U), Acut3-6hp (110 U) in Na-Citrat Puffer pH 

5,5 bei 25 °C inkubiert. Zur Kontrolle der Hydrolyseprodukte wurden zusätzlich 15 U 

FsCut-6hp (40 °C, pH 8,0) sowie PBS Puffer eingesetzt. Nach Säuerung mit HCl und 

Extraktion mit Chloroform, wurden die Hydrolyseprodukte schrittweise auf eine SIL 

G/UV254 Kieselgelplatte mit einer Schichtdicke von 0,2 mm übertragen. Zur 

Entwicklung wurde ein Gemisch aus Diethylether:n-Hexan:Methanol im Verhältnis 

8:2:1 eingesetzt. Die Färbung erfolgte mit einem Gemisch aus Aceton:Schwefelsäure 

(20:1) mit 1,6 % Kaliumpermanganat. 

2.3.16 Herstellung von Kunststoff-Agarplatten 

Für einen schnellen Nachweis der Polymerspaltung wurden Agarplatten mit 

Suspensionen verschiedener Kunsstoffnanopartikel (Tab. 7) hergestellt. Hierfür wurden 

zwei Methoden verwendet. Methode eins funktioniert nur mit PCL, da dieses sehr gut in 

Aceton löslich ist (157). Zuerst wurden 0,5 g PCL in 50 mL Aceton gelöst. 

Anschließend wurden jeweils 25 mL dieser Stammlösung zu 500 mL Na-Citrat Puffer 

pH 5,5 bzw. Tris-HCl pH 8,0 hinzugefügt. Die so entstandene trübe Lösung wurde mit 

2 % Agar-Agar versetzt und kurz aufgekocht, um Agar-Agar zu lösen und Aceton zu 

entfernen. Abschließend wurden Platten hergestellt, die eine Trübung in Folge der PCL-

Nanopartikel aufwiesen. Der Abbau von PCL wurde über eine Hofbildung sichtbar. 
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Tab. 7: Auflistung der während dieser Arbeit verwendeten Kunststoffgranulate. 

Kunststoffe 
 

Hersteller Eigenschaften Struktur 

Polycaprolacton 

(PCL) 

 

Sigma-Aldrich 
Mn 70.000 - 90.000 g mol-1, 

granulär 
 

Polybutylensuccinat  

(PBSu) 

 

Bonding Chemical Extruding grade, granulär 

 

Polylactid  

(PLA) 

 

Bonding Chemical Transparent, granulär 

 

Poly[(3-Hydroxybutyrat] 

(PHB) 

 

Sigma-Aldrich natürlichen Ursprungs 

 

Poly[3-Hydroxybutyrat-co- 

3-Hydroxyvalerat] 

(P(HB-HV)) 

 

Sigma-Aldrich 
natürlichen Ursprungs 

mit 12 % PHV Anteil 
 

Polyethylenterephthalat 

(PET) 

 

Sigma-Aldrich Granulär, 30 % Glas 

 

 

Für die zweite Methode wurden zunächst 0,5 g kommerziell erhältliches 

Kunststoffgranulat von PCL, PBSu, PLA, PHB und P(HB-HV) mit 10 mL 

Dichlormethan gelöst, mit Citratpuffer (100 mM Endkonzentration) und 

Laurylsarcosinat (0,01 % Endkonzentration) versetzt und mit Wasser auf 200 mL 

aufgefüllt. Das dadurch entstandene Zweiphasensystem wurde dann mit einem ULTRA-

TURRAX für 5 min emulgiert und anschließend für 3 h auf 80 °C temperiert, um das 

Dichlormethan zu entfernen. Durch diesen Vorgang präzipitieren Kunststoffpartikel im 

100 Nanometermaßstab in die gepufferte wässrige Phase. Diese Suspension wurde mit 

2 % Agar-Agar versetzt, aufgekocht und abschließend in Platten (ca. 1 cm Schichtdicke) 

gegossen. Für den Test wurden je 50 µL gereinigte Cutinase in präparierte Löcher 

gefüllt und bei 30 °C inkubiert. Die Polymerspaltung wurde auch hier durch eine 

Hofbildung nachgewiesen. Zur Quantifizierung wurden die entstandenen Hofflächen 

unter Verwendung des Bildbearbeitungsprogrammes GIMP2.0 gemessen. Zunächst 
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wurden digitale Aufnahmen angefertigt. Anschließend wurde das Vermessungstool 

verwendet um die Durchmesser der präparierten Löcher sowie der Höfe zu messen. 

Abschließend wurde daraus die Hoffläche nach Gl. (7) berechnet. 

 

𝐴𝐻 =
𝜋

4
∙ (𝐷2 − 𝑑2) (7) 

 

𝐴𝐻 Hoffläche 

𝐷 Hofdurchmesser 

𝑑 Lochdurchmesser 

   

2.3.17 Messung der Phytaseaktivität 

Die Messung der Phytaseaktivität erfolgte mit dem Substrat p-Nitrophenylphosphat. 

Hierfür wurden 50 µL Kulturüberstand der zu bestimmenden Probe in eine 

Microtiterplatte überführt. Anschließend wurden 50 µL einer Lösung aus 1 mg mL-1  

p-Nitrophenylphosphat in Puffer (250 mM Na-Citratpuffer, pH 3,9) hinzugefügt und für 

5 min bei 37 °C inkubiert. Zur Beendigung der Reaktion wurden 100 µL Carbonatpuffer 

(100 mM; pH 9,8) hinzugegeben. Anschließend erfolgte die Messung der Absorption 

bei 405 nm. Als Kontrollen wurden entsprechende Ansätze ohne Substrat bzw. ohne 

Kulturüberstand mitgeführt. 

2.3.18 Bestimmung der relativen Fluoreszenz 

Die Bestimmung der relativen Fluoreszenz wurde am Microplate-Reader 

TECANinfinite M200 (Tecan, Östereich) durchgeführt. Zur Messung der Fluoreszenz 

von Zellsuspensionen wurden von diesen je 100 µL direkt in eine Microtiterplatte 

überführt. Es wurden zusätzlich dsRED enthaltende Zellextrakte per Zellaufschluss 

hergestellt. Von diesen wurden ebenfalls 100 µL eingesetzt. Zur Anregung der 

Fluoreszenz wurde eine Wellenlänge von 540 nm verwendet. Das emittierte Licht 

wurde bei einer Wellenlänge von 580 nm detektiert. Für die Signalverstärkung (gain) 

wurde die Einstellung „optimal“ gewählt. Zur Kontrolle wurden zellfreies Medium bzw. 

Proben des Kontrollstammes A. adeninivorans G1212/YRC102 und LS3 mitgeführt. 
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2.3.19 Bestimmung der Tannaseaktivität 

Die Bestimmung der Tannaseaktivität im Kulturüberstand von A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-ATAN-6H sowie A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-

ATAN-1S-6H erfolgte mittels modifizierter Methode nach Sharma et al. (158). Die 

Kulturüberstände wurden zunächst 1:10 verdünnt. Anschließend wurden 25 µL dieser 

Verdünnung mit 25 µL Substratlösung (10 mM Methylgallat in 200 mM Na-Citrat-

Puffer pH 5,5) in einer Mikrotiter Platte gemischt, um die Reaktion zu starten. Nach 

einer 10-minütigen Inkubationszeit wurden 30 µL Rhodanin-Lösung (0,667 % w/v) 

hinzugefügt. Abschließend erfolgte die Visualisierung der Färbung des Gallussäure-

Rhodanin-Komplexes mittels 20 µL 0,5 M KOH. Die Messung der Intensität erfolgte 

am Microplate-Reader (TECANinfinite M200, Deutschland) bei 520 nm. Als 

Negativkontrolle diente Kulturüberstand von A. adeninivorans G1212/YRC102. Die 

Bestimmung der Temperaturstabilität erfolgte analog den Cutinasen (vgl. 2.3.9). 

2.4 Bioinformatische Methoden 

2.4.1 Sequenzanalyse von DNA und Proteinen 

Für den Sequenzvergleich von Nucleotid- bzw. Aminosäuresequenzen wurde BLAST 

(Basic Local Alignment Search Tool) und smartBLAST vom National Center for 

Biotechnology Information (NCBI) verwendet (159). Für einen direkten Vergleich 

ausgewählter Sequenzen wurde die AlignX Funktion von VectorNTI (Invitrogen) mit 

Standard-Einstellungen verwendet. Für die Detektion von Signalpeptiden an 

Aminosäuresequenzen wurde der Server SignalP4.1 (160) verwendet. 

2.4.2 Homologie-Modellierung von Proteinstrukturen   

Die Modellierung der dreidimensionalen Proteinstruktur erfolgte über den I-TASSER 

(Iterative Threading ASSEmbly Refinement) Server (Univertät von Michigan)  

(161–163). Das Modell mit der jeweils höchsten Bewertung wurde ausgewählt und 

hinsichtlich seiner strukturellen Merkmale untersucht. Tab. 8 verweist auf die vom  

I-TASSER Server ausgewählten zehn Proteinstrukturen mit der höchsten 

Übereinstimmung mit dem ausgewählten Modell für Acut1p, Acut2p, Acut3p,  

Acut3(-)gtsp und Acut1(+)gtsp. Bei den Proteinen handelt es sich um 

Acetylxylanesterasen, Cutinasen und Lipasen aus verschiedenen Organismen. 
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Tab. 8: Proteinstrukturen mit Homologie zu den Cutinasen von A. adeninivorans LS3.PDB ID der zehn 

Proteinstrukturen mit der höchsten Übereinstimmung mit dem ausgewählten Modell von Acut1p, Acut2p, Acut3p, 

Acut3(-)gtsp und Acut1(+)gtsp. Die Daten sind aus der RCSB PDB Protein Data Bank zu entnehmen (164). Die 

gezeigten Proteinstrukturen gehören zu den Acetylxylanesterasen1, Cutinasen2 (Cutinase ähnlich) und Lipasen3. 

  Acut1p Acut2p Acut3p Acut3(-)gtsp Acut1(+)gtsp 

1 1bs9A1 1bs9A1 1bs9A1 1bs9A1 1bs9A1 

2 1cuf_2 1cuf_2 1cusA2 1cuf_2 1cusA2 

3 1qozA1 1qozA1 1lbs_3 1qozA1 1ethA3 

4 2czqA2 2czqA2 1qozA1 2czqA2 1lpaB3 

5 3ajaB3 3ajaB3 2czqA2 3ajaB3 1qozA1 

6 3dd5A2 3dd5A2 2veoB3 3dd5A2 2czqA2 

7 3gbsA2 3gbsA2 2zyrB3 3gbsA2 2oxeB3 

8 3hc7A 3hc7A 3ajaB3 3hc7A 3ajaB3 

9 4oylA2 4oylA2 3hc7A 4oylA2 3hc7A 

10 4pscA2 4pscA2 4bb9A 4pscA2 4qnnA3 

  



Kapitel 3 – Ergebnisse 

53 

 

KAPITEL 3 – ERGEBNISSE 

3.1 Sequenzanalyse und theoretische dreidimensionale Struktur der 

putativen Arxula-Cutinasen 

Die Genomanalyse von A. adeninivorans LS3 führte zu einer großen Anzahl von 

Annotationen, die auf die jeweilige Funktion der aus den Genen resultierenden Proteine 

schließen lassen. Es konnten drei Gene mit der Annotation „Kohlenhydrat-Esterase-

Familie 5“ gefunden werden. Zu dieser gehören die Acetylxylanesterasen (EC 3.1.1.72) 

und die Cutinasen (EC 3.1.1.74). Ein Vergleich der Aminosäuresequenz der 

Genprodukte Acut1p, Acut2p und Acut3p mit bereits bekannten Cutinasen zeigt eine 

partielle Übereinstimmung, die vor allem in den für die Cutinase-Aktivität und -Struktur 

essentiellen Bereichen zum Ausdruck kommt (Abb. 11). Entscheidend für die Aktivität 

ist die katalytische S-D-H Triade bestehend aus dem in die G-Y-S-Q-G eingebetteten 

Serin (Position 107 in Acut1p, Acut2p und Acut3p), der Asparaginsäure (Position 184) 

und dem Histidin (Position 199). Die räumliche Nähe dieser Aminosäure-Seitenketten 

wird durch die räumliche α/β-Struktur gewährleistet, die alle in Abb. 11 gezeigten 

Cutinasen aufweisen. Stabilisiert wird die Struktur durch ein bis zwei Disulfidbrücken 

zwischen den Cysteinresten in Position 28 und 100, sowie 180 und 187 bezogen auf die 

Sequenzen von Acut1p, Acut2p und Acut3p. Die Stabilisierung des Oxyanionen-Loches 

könnte durch die Aminosäuren Thr39 und Gln108 erfolgen. Unter Verwendung des 

Programmes SiganlP 4.1 wurden Signalsequenzen und entsprechende Sekretase-

Erkennungssequenzen bei Acut1p, Acut2p und Acut3p identifiziert, die auf eine 

extrazelluläre Lokalisation hindeuten. 
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                 1                                                     *                                   92 

   Acut1p    (1) ----------------MKTNFLIACASLIAGAAAAPLERR-----------DGGCSKYTIIDTRGTGELQGPSAGFITMNRNILSQVPGG-- 

   Acut2p    (1) ----------------MKANLILACASLVAGVSAAPLERR-----------DGGCSKYTIIDTRGTGELQGPSAGFITMNRNILSQVPGG-- 

   Acut3p    (1) ----------------MKYSAIYTLATLLAGVSAVPVERR-----------AAGCSKYTIIDTRGTGEPQGPSAGFRTMNSNIMSQVPGG-- 

     Ccle    (1) ---------------MLVSALALAVLSAASLGRAAPTPESAEAHELEARATSSACPQYVLINTRGTGEPQGQSAGFRTMNSQITAALSGG-- 

    PaCle    (1) --------------MQFKSTFAALVLAAAGLVQAAPLQER------------AGCSSYVIINTRGTSEPQGPSVGFRTMNTRIRSAVSGG-- 

    Mfcut    (1) --------------MKTSAQQLLSLLLLPLSAIAAPTGEIEARA----------CSTVTVIFARGTTETPTLGTVIGPQFLAALKSSFGG-- 

   ScScut    (1) --------------MKTSTQQLLSLLLLPLSTLAAPTGSIEARA----------CTAVTVIFARGTTEIGTLGTVVGPPFLQALQSSLGS-- 

    SCcut    (1) --------------MKSTILFSALLSSGALAAPTVVEAVEARAA----------CSDMTIIFARGTTEPGTVGTLAGPPFFAAVKSQLGG-- 

   FsCutp    (1) MKFFALTTLLAATASALPTSNPAQELEARQLGRTTRDDLINGNSA--------SCRDVIFIYARGSTETGNLGT-LGPSIASNLESAFGKDG 

    TaCut    (1) MKFLALFATALSLVAAAPTP---VEIDERQLLSSTRNDLENGNSN--------NCPDVIFIFARASTEIGNMGASAGPSVASGLDSRFG--D 

   TaCut2    (1) MKFLALFATALSLVAAAPTP---VEIDERQLLSSTRNDLENGNSN--------NCPDVIFIFARASTEIGNMGASAGPSVASGLDSRFG--D 

                 93            ..........                   *   *    +++++                                184 

   Acut1p   (64) -----VEYDTVYPADFSQ------ISTQGTLDIVNKVQSTLESDPSHCFVLEGYSQGAAATVSALPKL--TGASFDAVKAVFLIGDPMHKPG 

   Acut2p   (64) -----VEYDTIYPAGWSQ------ISTQGTLDIVNKVQSTLRSDPDHCFVLEGYSQGAAATVSALPKL--TGDSFDAVKAVFLIGNPMHKSG 

   Acut3p   (64) -----EEYDTVYPAGADQ------NSSQGTADIVNKVQSTLKSDPEHCFILEGYSQGAAATVAALPKL--TGDSFDAVKGVFLIGDPMHKAG 

     Ccle   (76) -----TIYNTVYTADFSQ------NSAAGTADIIRRINSGLAANPNVCYILQGYSQGAAATVVALQQLGTSGAAFNAVKGVFLIGNPDHKSG 

    PaCle   (65) -----SEYDTVYPAGIDQ------NSAQGTANIVAQVKAGLARNPNTCFLLEGYSQGAAATCNALPQL--TGAAFDAVKGVILIGNPEHKPN 

    Mfcut   (67) ---SVTMNGVPYAADVPG--FLKGGDPTGSKVMANMVSSALSSCPNTKLVISGYSQGGQLVHNAAKQLP--AATTAKIAAAVIFGDPDNGS- 

   ScScut   (67) -S-AVSMTGVDYPADIPG--FLEGGDSAGSQTMAKMVTSALSSCPETKIVMSGYSQGGQLVHNAAKLLP--AATMSKVSSAVIFGDPDNGK- 

    SCcut   (67) -RATLTTQGVDYPANIAG--FLAGGDPAGSQTMANDVKAALAACPDTKLVMAGYSQGGQLVHNAAKLLG--G-TMSQVNSAVIFGDPDNGQ- 

   FsCutp   (84) V--WIQGVGGAYRATLGDNALPRGTSSAAIREMLGLFQQANTKCPDATLIAGGYSQGAALAAASIEDLD--SAIRDKIAGTVLFGYTKNLQN 

    TaCut   (80) V--WVQGVGGPYTAGLAENFLPAGTSQAAIDEAKRLFTMANTKCPNTPIVAGGYSQGTAVMSNAVSELS--ATIKNQVKGVVLFGYTKNLQN 

   TaCut2   (80) V--WVQGVGGPYTAGLAENFLPAGTSQAAIDEAKRLFTMANTKCPNTPIVAGGYSQGTAVMSNAVSELS--ATIKNQVKGVVLFGYTKNLQN 

                 185                                   *   +  *    ::::   +                               276 

   Acut1p  (143) LACNVDTQGGKSTADASGLEAY-LGGIPDEWVSKTMDVCNFGDGVCDTLTGAGITPQHLDYPYDSNVQKMGTDFVVKALTGSS--------- 

   Acut2p  (143) LECNVDTLGGKSTAYANGLEAY-LGGIPDEWVSKTMDVCNFGDGVCDTLTGIGITAQHLDYPLDANVQKMGADFVVKALTS----------- 

   Acut3p  (143) LACNVDINGGTSTANANGLEAT-MGSIPDEWVSKTMDVCNQGDGVCDTASGAGITPQHLAYPNNQNVQKMGTDFVVKALTGSGSGSASASGS 

     Ccle  (157) LTCNVDSNGGTTTRNVNGLSVAYQGSVPSGWVSKTLDVCAYGDGVCDTAHGFGINAQHLSYPSDQGVQTMGYKFAVNKLGGSA--------- 

    PaCle  (144) LACNVDGNGGKTTFSARGISAAFTQGVPSNWVSKTLDICIYGDGVCDVSSGFGITPQHLTYGYNTNVQTMGANFGIKALQG----------- 

    Mfcut  (151) -------------------------PVQGVPAAKTKIICHAGDNICQH--GSMILMPHLTYGMDATAAAAFVKQVAGS-------------- 

   ScScut  (152) -------------------------AVQGLSSAKTDIICHMGDDICLG--GDMILYAHLTYGMDVTAAAAFVKKAAGL-------------- 

    SCcut  (152) -------------------------PVAGLSAAQTKIICHAGDNICQG--GALILAPHLTYGQDAGTAASFVIAAAGL-------------- 

   FsCutp  (172) R-----------------------GRIPNYPADRTKVFCNTGDLVCTG--SLIVAAPHLAYGPDARGPAPEFLIEKVRAVRGSA-------- 

    TaCut  (168) G-----------------------GGIPNFPSSKTKVYCAATDAVCFG--TLFILPAHFLYTTDASISAPIWLARQINA------------- 

   TaCut2  (168) G-----------------------GGIPNFPSSKTKVYCAATDAVCFG--TLFILPAHFLYTTDASISAPIWLARQINA------------- 

                 277                                                                                   365 

   Acut1p  (225) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

   Acut2p  (223) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

   Acut3p  (234) ASAPSATASGSAGSGSGSGTGTGTGTGTGGFGSGGFGSGSGFPSGGSGFPAGGSGSGFGSGSGFPSGGSGFGSGSGFPAGGSGFGSGSA 

     Ccle  (240) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

    PaCle  (225) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

    Mfcut  (202) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

   ScScut  (203) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

    SCcut  (203) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

   FsCutp  (231) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

    TaCut  (222) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

   TaCut2  (222) ----------------------------------------------------------------------------------------- 

 
Abb. 11: Aminosäure-Sequenzvergleich ausgewählter Cutinasen. Vergleich der Aminosäuresequenz von Acut1p 

(CFW93879.1), Acut2p (CFW93880.1) und Acut3p (CFW93881.1) mit verschiedenen bereits publizierten und 

charakterisierten Cutinasen bzw. Cutinase ähnliche Enzyme. Die verwendeten Abkürzungen stehen für F. solani f. sp. 

pisi Cutinase (FsCutp; P00590), Sclerotinia sclerotiorum Cutinase (ScScut; A7EQQ8), Sirococcus conigenus 

Cutinase (SCcut; S4VCH4), Monilinia fructicola Cutinase (Mfcut, Q8TGB8), Trichosporon asahii var. asahii CBS 

8904 Cutinase (TaCut, K1WEK5), Trichosporon asahii var. asahii CBS 2479 Cutinase (TaCut2, J6F6C1), sowie 

Cutinase ähnliche Enzyme von Cryptococcus sp. Stamm S-2 (Ccle, Q874E9) und Pseudozyma antarctica (PaCle, 

A0A081CFK4). Blau gekennzeichnete Buchstaben sind identisch in allen aufgelisteten Sequenzen vorhanden. 

Weiterhin sind die katalytisch aktive S-D-H Triade (+), die an Disulfidbrücken beteiligten Cysteine (*), sowie die an 

der „Flap-Helix“ (.) und der Substratbindeschleife (:) beteiligten Aminosäuren markiert. Die unterstrichene 

Aminosäuresequenz stellt die durch SignalP identifizierte potentielle Sekretionssignalsequenz dar. 

 

Im Dendrogramm des Sequenzvergleichs (Abb. 12) zeigt sich eine Aufspaltung der 

gewählten Cutinasen in zwei Gruppen. Acut1p, Acut2p und Acut3p befinden sich in 

einer Gruppe mit zwei weiteren, aus Hefen stammenden Cutinasen von Pseudozyma 

antarctica und Cryptococcus sp. 2, die eine Übereinstimmung von 53 bis 61 % zu 

Acut1p, Acut2 bzw. Acut3p aufweisen. Die zweite Gruppe wird von aus Pilzen 

isolierten Cutinasen dominiert. Eine Ausnahme bilden die beiden Trichosporon asahii 

Cutinasen. 
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Abb. 12: Dendrogramm und Homologietabelle aus dem in Abb. 11 dargestellten Sequenzvergleich. Acut1p 

(CFW93879.1), Acut2p (CFW93880.1), Acut3p (CFW93881.1), F. solani f. sp. pisi Cutinase (FsCutp; P00590), 

Sclerotinia sclerotiorum Cutinase (ScScut; A7EQQ8), Sirococcus conigenus Cutinase (SCcut; S4VCH4), Monilinia 

fructicola Cutinase (Mfcut, Q8TGB8), Trichosporon asahii var. asahii CBS 8904 Cutinase (TaCut, K1WEK5), 

Trichosporon asahii var. asahii CBS 2479 Cutinase (TaCut2, J6F6C1) sowie Cutinase ähnliche Enzyme von 

Cryptococcus sp. Stamm S-2 (Ccle, Q874E9) und Pseudozyma antarctica (PaCle, A0A081CFK4). Die grau 

hinterlegten Zahlenwerte repräsentieren die prozentuale Übereinstimmung zwischen den Aminosäuresequenzen. 

 

Mit Hilfe der Homologie basierten Modellierung ließen sich mögliche dreidimensionale 

Strukturen ableiten, die einen ersten Eindruck über die mögliche Funktion von Acut1p, 

Acut2p und Acut3p erlauben. In Abb. 13 wurden die dreidimensionalen Strukturen mit 

der jeweils höchsten Clusterdichte bzw. dem jeweils höchsten Vertrauenswert (C-Score) 

von Acut1p (A), Acut2p (B) und Acut3p (C) dargestellt. Das Model mit der höchsten 

Clusterdichte (0,9804) von Acut1p erreichte einen C-Score von 1,31 und einen  

TM-Score von 0,90 ± 0,06. Vergleichbare Werte ergaben sich für das Model von 

Acut2p. Mit einer Clusterdichte von 0,7305 wurde ein C-Score von 1,01 und ein  

TM-Score von 0,85 ± 0,08 erreicht. Das ausgewählte und beste Model für Acut3p mit 

einer geringen Clusterdichte von 0,0236 wies dagegen nur einen C-Score von -2,5 und 

einen TM-Score von 0,42 ± 0,14 auf. Eine Modellierung von Acut3(-)gtsp ohne die  

C-terminale Peptidkette führte im Gegensatz dazu zu einer Clusterdichte von 0,9346 mit 

einem C-Score von 1,27 und einem TM-Score von 0,89 ± 0,07. Der umgekehrte Fall 

ergab sich bei einer Modellierung von Acut1(+)gtsp mit der C-terminalen Peptidkette 

von Acut3p. Die Clusterdichte verringerte sich im Vergleich zum Acut1p-Model von 

0,9804 auf 0,0244 und liegt damit gleichauf mit dem Acut3p-Model. Auch der C- und 

TM-Score verringerten sich auf -2,5 bzw. 0,42 ± 0,14. 
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Abb. 13: Schematische Darstellung der dreidimensionalen Struktur von Acut1p (A), Acut2p (B) und Acut3p (C).Die 

Modelle basieren auf einer Homologie-Modellierung mit dem I-TASSER-Server auf der Basis von ähnlichen 

Proteinen, deren dreidimensionale Struktur bereits ermittelt wurde. Die α/β-Struktur ist anhand der im Wechsel 

auftretenden β-Faltblätter (rot) und α-Helices (blau) zu erkennen. Hervorgehoben sind die an der katalytischen 

Aktivität beteiligten Aminosäurereste Serin (a), Asparaginsäure (b) und Histidin (c). Zusätzlich ist die C-terminale 

GTS-Sequenz von Acut3p (d) markiert. 

 

Die α/β-Struktur der Hydrolasen ließ sich anhand des Wechsels zwischen den  

β-Faltblättern und den α-Helices erkennen. Die Struktur wird durch zwei putative 

Disulfidbrücken in Position 28 – 100 sowie 180 – 187 stabilisiert (Abb. 14, B), wodurch 

eine räumliche Nähe der drei Aminosäurereste Serin (107), Asparaginsäure (184) und 

Histidin (199) entsteht (Abb. 14, A). Räumlich über der Triade liegt die putative 

Bindungsschleife aus den hydrophoben Aminosäureresten GAGI bei Acut1p und 

Acut3p (Abb. 14, C und E), sowie GIGI bei Acut2p (Abb. 14, D). 
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Abb. 14: Detaillierte Darstellung wichtiger Aminosäurereste der Modelle von Acut1p, Acut2p und Acut3p.In 

Ausschnitt A sind die an der katalytischen Aktivität beteiligten Aminosäurereste Serin (Ser107), Asparaginsäure 

(Asp184) und Histidin (His199) am Beispiel von Acut2p gezeigt. Ausschnitt C zeigt die an den putativen 

Disulfidbrücken beteiligten Cysteinpaare auf Position 28 – 100 und 180 – 187 ebenfalls am Beispiel von Acut2p. Des 

Weiteren sind die Aminosäuren mit möglicher Beteiligung am Substratbindungsvorgang bei Acut1p (C), Acut2p (D) 

und Acut3p (E) hervorgehoben. Phe74, Trp74 und Ala74 befinden sich jeweils auf einem Loop, der als „Klappe“ 

bezeichnet wird. Die Sequenzen GAGI (Acut1p und Acut3p), sowie GIGI (Acut2p) befinden sich auf der 

sogenannten Bindungsschleife („Binding Loop“). 
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3.2 Expression, Lokalisation und Reinigung der rekombinanten Cutinasen 

Wissenschaftliche Untersuchungen über die putativen Cutinasen von A. adeninivorans 

erforderten die Bereitstellung ausreichender Mengen an rekombinanten Cutinasen. Zu 

diesem Zweck wurden die im Abschnitt 2.2 gezeigten Expressionsmodule erstellt und 

die entsprechenden Hefe-Transformanden erzeugt. Die Stämme A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H und 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-6H wurden in HMM-NO3 mit 2 % Glucose und 

Vitaminmix (vgl. 2.1.3) für 48 h bei 30 °C kultiviert. Mittels Zentrifugation wurden die 

Hefezellen vom Kulturüberstand getrennt und unter Verwendung von Glasperlen 

aufgeschlossen. Die Proteine des Kulturüberstands und des Zellextrakts wurden auf 

einem 12 %igem PAA-Gel aufgetrennt und mittels Coomassie-Färbung und Western-

Blot analysiert. Abb. 15 zeigt das Ergebnis der Behandlung des Western-Blots mit Anti-

His-Tag-Antikörpern. Der größte Teil der rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp konnten im Kulturüberstand nachgewiesen werden. Ausschließlich schwache 

Signale waren im Zellextrakt erkennbar. 

 

 
Abb. 15: Lokalisation der rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp.Western-Blot Analyse der 

Kulturüberstände (SN) und Zellextrakte (P) von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6h, 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6h und G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6h. Die Entwicklung des Western-Blots 

erfolgte mittels anti-His-Antikörper aus Kaninchen und einem anti-Kaninchen-Antikörper aus Maus, konjugiert mit 

alkalischer Phosphatase. Nach Färbung mit NBT/BCIP sind Signale in den Kulturüberständen sichtbar. 

 

Auf Basis der gewonnenen Erkenntnisse wurden 1 L Kulturen der genannten Stämme 

erzeugt, um die synthetisierten rekombinanten Cutinasen aus dem Kulturüberstand 

mittels IMAC (vgl. 2.3.4) zu reinigen. Die dabei erhaltenen Fraktionen wurden auf 

einem 12 %igem PAA-Gel aufgetrennt und mittels Coomassie-Färbung und Western-

Blot analysiert (Abb. 16). Acut1-6hp und Acut2-6hp konnten bei einer molekularen 
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Masse von ca. 20 – 25 kDa nachgewiesen werden. Die Reinheit beider Enzyme wurde 

auf >95 % kalkuliert. Der Reinigungsfaktor betrug 2,8 bzw. 3,5 bei einem Ertrag von 

4,8 % bzw. 32,1 %. Die Waschfraktionen enthielten keine nachweisbaren Mengen an 

Enzym. Das Gegenteilige wurde im Fall von Acut3-6hp gefunden. Hier enthielt bereits 

die zweite Waschfraktion Enzym. Dennoch blieben ca. 10 % in den Elutionsfraktionen 

enthalten. Die entsprechende Bande befand sich nur wenig unter der 40 kDa Marke. 

Jedoch zeigte sich diese Bande im Vergleich zu Acut1-6hp und Acut2-6hp nicht scharf 

und definiert, sondern amorph. Trotzdem konnte eine hohe Reinheit von >95 % bei 

einem Reinigungsfaktor von 5,4 erreicht werden. 

 

 
Abb. 16: Reinigung der rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp.SDS-PAGE der IMAC-Reinigungen der 

Kulturüberstände von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H (A), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-

6H (B) und G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-6H (C). 

 

Als Positivkontrolle für Cutinasen wurde die bereits beschriebene Cutinase von 

F. solani f. sp. pisi Fscut-6hp ebenfalls aus Kulturüberständen von A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H gereinigt (Abb. 17). Etwa 40 % der gesamten 

Aktivität von FsCut-6hp befanden sich in der zweiten Waschfraktion. 10 % konnten 

jedoch in der ersten Elutionsfraktion, mit einer spezifischen Aktivität von 251,7 U mg-1 

nachgewiesen werden. Es wurde ein Reinigungsfaktor von 2,9 berechnet. Die Reinheit 

der rekombinanten Cutinase FsCut-6hp betrug >95 %. 
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Abb. 17: Reinigung der rekombinanten FsCut-6hp.SDS-PAGE der IMAC-Reinigungen des Kulturüberstandes von  

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H. Die mit PD10 gekennzeichneten Elutionsfraktionen wurden 

über PD10 Säulen vom Imidazol befreit. 

 

Um die Funktion der C-terminalen GTS-Sequenz zu untersuchen, wurden Varianten 

von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp erzeugt, die bezüglich ihrer C-terminalen 

Sequenzen verändert wurden. Acut1(+)gts-6hp und Acut2(+)gts-6hp enthielten nun den 

von Acut3-6hp entnommenen Bereich, während bei Acut3(-)gts-6hp die C-terminale 

Peptidkette entfernt wurde (vgl. 2.2). Die mit den modifizierten Genen  

ausgestatteten Stämme A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1(+)GTS-6H, 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2(+)GTS-6H und G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3(-

)GTS-6H wurden ebenfalls in HMM-NO3 mit 2 % Glucose und Vitaminmix für 48 h 

kultiviert. Die rekombinanten Acut1(+)gts-6hp, Acut2(+)gts-6hp und Acut3(-)gts-6hp 

wurden aus den erhaltenen Kulturüberständen gereinigt und mit einem 12 %igen  

PAA-Gel mit anschließender Coomassie-Färbung und Western-Blot-Analyse auf ihre 

Reinheit überprüft (Abb. 18, links und mitte, b, d, e). Für Acut1(+)gts-6hp konnte eine 

Bande im Coomassie-Blau gefärbten PAA-Gel bei etwa 38 kDa, d.h. etwas unterhalb 

von Acut3-6hp, nachgewiesen werden. Die Acut2(+)gts-6hp-Bande war auf der 

gleichen Höhe erkennbar wie die Acut1(+)gts-6hp-Bande, jedoch schwächer 

ausgeprägt. Dies zeigte sich auch im mit Anti-His-Tag-Antikörper behandelten 

Western-Blot. Acut3(-)gts-6hp war in einer Bande bei ca. 25 kDa, sowohl im 

Coomassie gefärbten PAA-Gel als auch im Western-Blot erkennbar. 
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Abb. 18: Glykosylierung der rekombinanten Cutinasen. SDS-PAGE (CF), Western-Blot-Analyse (WB) und 

Glykosylierungsfärbung (GF) von Acut1-6hp, Acut1(+)gts-6hp, Acut2-6hp, Acut2(+)gts-6hp, Acut3-6hp und  

Acut3(-)gts-6hp. 

 

Parallel wurden Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp erneut gereinigt und ebenfalls 

zum Vergleich auf SDS-PAA-Gel (Abb. 18) aufgetragen. Eine Zusammenfassung der 

erhaltenen Aktivitäten und theoretischen, aus den Aminosäuresequenzen abgeleiteten 

Daten ist in Tab. 9 gezeigt. Da die Akkumulation und damit auch die Aktivität von 

Acut2(+)gts-6hp zu niedrig ausfiel, wurde auf eine weitere Bearbeitung dieses Proteins 

verzichtet. 

 

Tab. 9: Zusammenfassung der Aktivitäten und theoretischen Eigenschaften der gereinigten Proteinfraktionen. 

Enzym 

Aktivitäta Proteineigenschaften 

U mL-1 U mg-1 kDatheo. kDanat. Pitheo. R 

Acut1-6hp 358,4 ± 34,2 959,6 ± 91,6 21,6 21,3 4,48 >95 % 

Acut1(+)gts-6hp 20,9 ± 1,0 258,4 ± 12,4 29,5 41,2 4,48 >95 % 

Acut2-6hp 218,0 ± 5,5 942,0 ± 24,0 21,6 21,3 4,64 >95 % 

Acut3-6hp 69,2 ± 2,2 171,3 ± 5,5 29,2 59,7b 

(46,7c) 

4,63 >95 % 

Acut3(-)gts-6hp 43,6 ± 2,7 160,7 ± 10,1 21,2 20,1 4,63 >95 % 
aAngabe entspricht dem Mittelwert dreier Replakate ± Standardabweichung 
bursprüngliche Messung im 100 mM Na-Citrat-Puffer pH 6,0 mit 150 mM NaCl. 
cNeubestimmung nach Säulenreperatur und mit 100 mM Tris-HCl pH 7,0 mit 150 mM NaCl. 

 

Neben Coomassie-Färbung und Western-Blot wurde auch eine Färbung mit basischem 

Fuchsin nach erfolgter Oxidation der Aldehydgruppen durchgeführt (vgl. 2.3.3). Starke 

rosa gefärbte Banden konnten sowohl für Acut1(+)gts-6hp als auch für Acut3-6hp 

nachgewiesen werden. Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3(-)gts-6hp wiesen keine 
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erkennbaren rosa gefärbten Banden auf (Abb. 18, rechts). Zusätzlich wurde mit den 

Servern Glycosylation Predictor (165), NetOGlyc 1.0 sowie NetNGlyc 1.0 nach 

putativen Glykosylierungsstellen gesucht. Da die verwendeten Server nicht auf Hefen 

spezialisiert sind, wurden die erzielten Resultate miteinander verglichen. Mit NetNGlyc 

1.0 wurden keine putativen N-Glykosylierungsstellen detektiert. Für Acut1p und 

Acut2p wurden mit NetOGlyc 1.0 drei bzw. zwei potentielle O-Glykosylierungsstellen 

identifiziert. Die Suche bei Acut3p führte zu 23 detektierten O-Glykosylierungsstellen, 

wobei 21 davon auf der C-terminalen GTS-Sequenz positioniert waren. Die Analyse mit 

dem Server Glycosylation Predictor führte zu einer größeren Anzahl an möglichen 

Glykosylierungsstellen. Für Acut1p wurden 19 O- und 2 N- Glykosylierungsstellen 

detektiert. Auf der Sequenz von Acut2p konnten 17 O- und 3 N-Glykosylierungsstellen 

gefunden werden. Während mit 4 N- Glykosylierungsstellen auf Acut3p eine ähnliche 

Anzahl wie bei Acut1p und Acut2p ermittelt wurden, war mit 36 eine höhere Anzahl an 

O-Glykosylierungsstellen vorhanden. 16 davon lagen auf dem Bereich von Position  

1 bis 224, also dem Bereich der sowohl bei Acut1p, Acut2p und Acut3p vorhanden ist. 

Die übrigen 20 Stellen waren auf der GTS-Sequenz von Acut3p lokalisiert. 

3.3 Biochemische Charakterisierung der putativen Cutinasen 

Im Verlauf der biochemischen Charakterisierung wurde der Einfluss verschiedener 

Parameter, wie pH-Wert, Temperatur, Ionenstärke, Zusatz von Lösungsmittel sowie 

Metallionen, auf die Aktivität und Stabilität der putativen Cutinasen untersucht. 

Einfluss des pH-Wertes 

Der Einfluss des pH-Wertes auf die Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp 

und zum Vergleich auf FsCut-6hp ist in Abb. 19 gezeigt. Für Acut1-6hp und Acut2-6hp 

ergab sich ein Optimum von pH 5,0. Außerhalb eines pH-Bereiches von 4,5 – 6,0 bzw. 

4,0 – 6,0 fiel die Aktivität unter 80 % der maximalen bestimmten Aktivität. Das 

Optimum für Acut3-6hp wurde mit pH 5,5 bestimmt. Der Bereich mit 80 % Aktivität 

lag zwischen 4,5 und 6,5. FsCut-6hp wies dagegen ein Optimum im leicht basischen 

pH-Bereich von pH 8,0, mit einer Spannweite von pH 6,5 bis 9,0, auf. Zusätzlich wurde 

der Einfluss des pH-Wertes auf die Stabilität von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp 

überprüft. Dabei konnte festgestellt werden, dass unter optimalen Bedingungen der 

größte Verlust an Aktivität auftritt. Am deutlichsten trat dieser Effekt bei Acut2-6hp, 

Acut3-6hp und FsCut-6hp auf. Hier sank die Aktivität bereits nach 2 h (Acut2-6hp) 

bzw. nach 1 h (Acut3-6hp, FsCut-6hp) auf unter 50 % der Ausgangsaktivität ab. 
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Abb. 19: Einfluss des pH-Wertes auf die Enzymaktivität. Abhängigkeit der Hydrolysegeschwindigkeit von pNP-

Butyrat durch Acut1-6hp (A), Acut2-6hp (B), Acut3-6hp (C) und FsCut-6hp (D) vom pH-Wert des 

Reaktionsansatzes. Die pH-Werte wurden mit 50 mM Na-Acetat pH 3,0 – 6,0 (), Na-Citrat pH 2,8 – 6,5 (), Na-

Phosphat pH 5,5 – 7,5 () und Tris-HCl pH 7,3 – 9,0 () eingestellt. Die relative Aktivität ist bezogen auf die 

höchste Aktivität. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren 

die Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Acut3(-)gts-6hp wies ein mit Acut1-6hp und Acut2-6hp vergleichbares pH-Spektrum 

mit einem Optimum bei pH 5,0 auf. Der Bereich in dem noch 80 % der maximalen 

Aktivität vorhanden sind liegt zwischen pH 4,5 und pH 7,5 (Abb. 20). 



 
Abb. 20: Einfluss des pH-Wertes auf die Aktivität von Acut3(-)gts-6hp. Abhängigkeit der Hydrolysegeschwindigkeit 

von pNP-Butyrat durch Acut3(-)gts-6hp vom pH-Wert des Reaktionsansatzes. Die pH-Werte wurden mit 50 mM, 

Na-Citrat pH 2,8 – 6,5 (), Na-Phosphat pH 5,5 – 7,5 () und Tris-HCl pH 7,3 – 9,0 () eingestellt. Die relative 

Aktivität ist bezogen auf die höchste Aktivität. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. 

Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Einfluss der Temperatur 

Die Temperaturoptima von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp lagen in einem 

ähnlichen Bereich. Acut1-6hp wies ein Optimum von 20 °C auf, während Acut2-6hp 

und Acut-3-6hp bei 30 °C die höchste Aktivität besaßen. Der Bereich in dem noch 80 % 

der Aktivität vorhanden ist, wurde zwischen 20 und 35 °C für Acut1-6hp bzw. 20 und 

45 °C für Acut2-6hp sowie Acut3-6hp bestimmt. Dagegen wies FsCut-6hp ein 

Optimum bei 45 °C mit einem 80 % Bereich von 35 bis 55 °C auf (Abb. 21). 

 

 
Abb. 21: Einfluss der Temperatur auf die Enzymaktivität. Abhängigkeit der Hydrolysegeschwindigkeit von pNP-

Butyrat durch Acut1-6hp (A), Acut2-6hp (B), Acut3-6hp (C) und FsCut-6hp (D) von der Temperatur. Die 

Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Die Stabilität gegenüber erhöhten Temperaturen wurde durch Inkubation der putativen 

Cutinasen über einen Zeitraum von 4 h im Lagerungspuffer (PBS, pH 7,4) bestimmt. 

Acut1-6hp wies die niedrigste Stabilität der getesteten Enzyme auf. Eine Inkubation 

blieb nur bei 25 °C für 2 h frei von Verlusten. Acut2-6hp konnte bereits für 2 h bei 
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40 °C inkubiert werden, ohne dass eine Verringerung der Aktivität auftrat. Die höchste 

Stabilität wurde für Acut3-6hp, mit der C-terminalen GTS-Sequenz festgestellt. Die 

Aktivität von Acut3-6hp blieb bei 50 °C für 4 h erhalten (Abb. 22). Die Cutinase von 

F. solani f. sp. pisi FsCut-6hp wies eine Stabilität bei 40 °C für die Dauer von 2 h auf. 

 

 
Abb. 22: Stabilität der rekombinanten Cutinasen gegenüber der Temperatur. Verbliebene Aktivität von Acut1-6hp 

(A), Acut2-6hp (B) und Acut3-6hp (C) nach 10- (), 60- () und 240-minütiger () Inkubation in PBS-Puffer pH 

7,4. Die relative Aktivität ist auf die zu Beginn der Inkubation vorhandene Ausgangsenzymaktiviät bezogen. Die 

Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Es wurde versucht den Einfluss der C-terminalen GTS-Sequenz von Acut3-6hp auf die 

Stabilität bei erhöhten Temperaturen zu untersuchen. Hierfür wurde die Temperatur-

Stabilität von Acut3(-)gts-6hp und Acut1(+)gts-6hp im Vergleich zu Acut3-6hp und 

Acut1(+)gts-6hp bestimmt. Die Ergebnisse sind in Abb. 23 dargestellt. Aus den 

gewonnen Daten wurden die Halbwertzeiten für die Temperaturen berechnet, bei denen 

ein Absinken der Aktivitäten erkennbar war. Acut1-6hp wies auch bei dieser 
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Untersuchung die geringste Stabilität auf. Bereits bei 30 °C war ein Absinken der 

Aktivität festzustellen. Die Halbwertzeit wurde mit 1,6 h bestimmt. Bei 40 °C 

verringerte sich die Halbwertzeit bereits auf 1,2 h. Im Vergleich dazu wurde für 

Acut1(+)gts-6hp, mit der C-terminalen GTS-Sequenz von Acut3-6hp, eine 

Halbwertszeit von 9,6 h ermittelt. Dies entspricht einem Faktor von 8. Für Acut3-6hp 

konnte bei 40 °C auf Grund der Stabilität keine Halbwertszeit angegeben werden. 

Allerdings nahm die Aktivität von Acut3(-)gts-6hp bereits um ca. 5 % ab. Die 

Halbwertszeit betrug 16,5 h und war damit 1,72-mal höher als die Halbwertszeit von 

Acut1(+)gts-6hp bzw. 13,75-mal mal höher verglichen mit Acut1-6hp. Bei 50 °C 

betrugen die berechneten Halbwertszeiten für Acut1-6hp, Acut1(+)gts-6hp, Acut3-6hp 

und Acut3(-)gts-6hp 0,9 h, 1,7 h, 2,8 h und 2,4 h. Damit konnte die höchste Stabilität 

bei Acut3-6hp ermittelt werden. Die Entfernung der GTS-Sequenz führte zu einer 

Verringerung der Halbwertszeit um den Faktor 11,7. 

 

 
Abb. 23: Einfluss der GTS-Sequenz auf die Stabilität gegenüber der Temperatur. Verbliebene Aktivität von Acut1-

6hp (A), Acut1(+)gts-6hp (B), Acut3-6hp (C) und Acut3(-)gts-6hp (D) nach Inkubation bei 0 °C (), 30 °C (), 

40 °C () und 50 °C () in PBS Puffer pH 7,4. Die relative Aktivität ist auf die zu Beginn der Inkubation 

vorhandene Ausgangsenzymaktiviät bezogen. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die 

Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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In Analogie zur Vorgehensweise bei Acut1(+)gts-6hp wurde eine Variante von Tannase 

1 (Atan1p) von A. adeninivorans mit der C-terminalen GTS-Sequenz von Acut3p 

konstruiert (Atan1(+)gts-6hp). Damit sollte überprüft werden, ob eine Erhöhung der 

Thermotoleranz auch bei nicht cutinolytischen Enzymen erreicht werden kann. Die 

Stämme A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1-Atan1-6hp und G1212/YRC102-

TEF1p-ATAN1(+)GTS-6H wurden in 10 mL HMM-NO3 mit 2 % Glucose und 

Vitaminmix für 48 h bei 30 °C und 180 rpm schüttelnd inkubiert. Nach der 

Zentrifugation wurde jeweils der Kulturüberstand auf vorhandene Tannaseaktivität 

überprüft. Anschließend wurden die im Überstand enthalten rekombinanten Atan1-6hp 

und Atan1(+)gts-6hp bezüglich ihre Thermotoleranz untersucht. Das Ergebnis ist in 

Abb. 24 dargestellt. Bei 20 und 30 °C blieben beide Enzyme über den vollen 

Untersuchungszeitraum bei 100 % Aktivität bezogen auf die Ausgangsaktivität. Bei 

40 °C Inkubationstemperatur nahm die Aktivität von Atan1-6hp und Atan1(+)gts-6hp 

stetig ab. Es konnte eine Halbwertzeit von 0,44 h und 0,48 h für Atan1-6hp bzw. 

Atan1(+)gts-6hp errechnet werden. Damit war die Halbwertzeit von Atan1(+)gts-6hp 

um 9,1 % gegenüber Atan1-6hp erhöht. Nach 90 min Inkubationszeit konnte nur bei 

Atan1(+)gts-6hp noch eine Restaktivität von 11,9 ± 3,9 % nachgewiesen werden. Die 

Aktivität von Atan1-6hp betrug zu diesem Zeitpunkt nur noch 4,2 ± 3,1 % und war 

damit nur schwer nachweisbar. 

 

 

Abb. 24: Einfluss der GTS-Sequenz von Acut3p auf die Thermostabilität von Tannase 1.Verbliebene relative 

Aktivität von Atan1-6hp (A) und Atan1(+)gts-6hp (B) für die Hydrolyse von Methylgallat nach Inkubation bei 20 °C 

(), 30 °C () sowie 40 °C (). Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die 

Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Einfluss von Co-Faktoren 

Der Einfluss von verschiedenen Metallionen auf die Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-

6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp wurde untersucht, indem der Standardaktivitätstest (vgl. 

2.3.7.1) mit Zusatz von zunächst 1 mM von NiCl2, NiSO4, ZnCl2, ZnSO4, FeCl3, FeSO4, 

CuCl2, CuSO4, CaCl2, CaSO4, CoCl2, CoSO4, MnCl2, MnSO4, MgCl2, MgSO4, AlCl3 

oder KCl durchgeführt wurde. Die berechneten Enzymaktivitäten wurden, bezogen auf 

den Normalwert ohne Zusatz, relativiert. Parallel wurde der Effekt von EDTA als 

Chelator sowie DTT als reduzierendes Agens überprüft. Eine Zusammenfassung der 

erhaltenen relativen Aktivtäten ist in Tab. 10 gegeben. Auf Acut1-6hp und Acut2-6hp 

konnte nur ein geringer Einfluss der verwendeten Zusätze festgestellt werden. Die 

maximale Änderung der relativen Aktivität liegt mit ca. -11  ± 4,4 % im Fall von CaSO4 

innerhalb der Fehlergrenzen. Eine Zunahme der Aktivität um 20 % zeigte sich bei 

Acut3-6hp mit Zusatz von MgCl2, MgSO4, CuCl2 und CuSO4. Die prozentuale 

Standardabweichung lag jedoch bei Zugabe MgCl2 mit etwa 10 % sehr hoch. Eine 

Steigerung der Aktivität von 10 % wurde mit Zugabe von NiCl2, NiSO4, ZnCl2 bzw. 

ZnSO4 erreicht. 

 

Tab. 10: Einfluss von verschiedenen Co-Faktoren auf die Enzymaktivität. Einfluss von NiCl2, NiSO4, ZnCl2, ZnSO4, 

FeCl3, FeSO4, CuCl2, CuSO4, CaCl2, CaSO4, CoCl2, CoSO4, MnCl2, MnSO4, MgCl2, MgSO4, AlCl3, KCl, DTT und 

EDTA auf die Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp sowie FsCut-6hp für die Hydrolyse von pNP-Butyrat. 

Die relative Aktivität [%] ist bezogen auf den Ansatz ohne Zusatz von Co-Faktoren bzw. EDTA und DTT. 

Zusatz von 

 

Acut1-6hp Acut2-6hp Acut3-6hp FsCut-6hp 

(-) 

 

100,0 ± 3,3 100,0± 9,7 100,0 ± 5,2 100,0 ± 1,6 

NiCl2 

 

93,0 ± 10,6 99,4 ± 8,7 112,4 ± 3,1 102,6 ± 1,5 

NiSO4 

 

91,1 ± 12,6 93,1 ± 1,6 113,2 ± 1,7 104,6 ± 1,1 

ZnCl2 

 

93,0 ± 11,3 99,0 ± 7,0 113,2 ± 2,2 102,8 ± 0,8 

ZnSO4 

 

93,7 ± 15,8 97,1 ± 2,5 111,8 ± 0,6 103,0 ± 1,5 

FeCl3 

 

91,4 ± 15,5 105,7 ± 0,5 102,7 ± 2,3 91,9 ± 3,9 

FeSO4 

 

89,5 ± 14,2 96,6 ± 7,1 109,8 ± 2,9 98,6 ± 1,3 

CuCl2 

 

95,9 ± 12,9 94,6 ± 3,7 120,5 ± 5,1 100,5 ± 1,3 

CuSO4 

 

98,2 ± 10,0 97,2 ± 1,6 119,1 ± 3,9 103,0 ± 0,9 

CaCl2 

 

100,4 ± 6,3 99,5 ± 1,9 109,7 ± 2,5 101,0 ± 1,8 

CaSO4 

 

89,1 ± 4,4 96,5 ± 0,9 106,8 ± 2,6 100,4 ± 1,2 

CoCl2 

 

97,2 ± 5,2 94,9 ± 1,5 108,5 ± 0,4 97,3 ± 1,6 

CoSO4 

 

100,6 ± 6,2 99,9 ± 8,8 106,3 ± 0,5 102,7 ± 0,7 

MnCl2 

 

103,9 ± 3,9 95,2 ± 1,2 102,4 ± 5,1 99,3 ± 1,3 

MnSO4 

 

100,6 ± 6,7 96,5 ± 0,5 110,5 ± 3,0 101,7 ± 1,6 

MgCl2 

 

101,9 ± 7,5 98,0 ± 4,1 121,9 ± 10,4 102,2 ± 0,7 

MgSO4 

 

106,6 ± 1,1 92,1 ± 2,0 117,9 ± 0,1 102,9 ± 1,0 

AlCl3 

 

97,2 ± 6,4 107,4 ± 0,8 102,3 ± 0,3 99,2 ± 1,5 

KCl 

 

92,7 ± 5,1 93,6 ± 0,2 101,6 ± 0,8 100,8 ± 1,8 

DTT 

 

94,4 ± 5,2 87,6 ± 0,8 101,8 ± 0,7 101,4 ± 2,6 

EDTA   95,9 ± 4,2 93,9 ± 1,2 102,4 ± 0,3 100,2 ± 1,2 
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Einfluss von Lösungsmitteln und Polyalkoholen 

Interessant für spätere Anwendungen war der Einfluss von verschiedenen 

Lösungsmitteln und Polyalkoholen auf die Aktivität und Stabilität von Acut1-6hp, 

Acut2-6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp. Bei einer diesbezüglichen Untersuchung wurde 

die relative Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp nach 

Inkubation mit 50 % (v/v) PEG200, DEG, Isopropanol, DMSO, Ethanol bzw. Aceton 

ermittelt. Parallel wurde zum Vergleich ein Ansatz ohne Zusatz der genannten 

Lösungsmittel mitgeführt. Die Messung erfolgte nach 10 min, 60 min, 120 min und 

24 h. 

 

 
Abb. 25: Einfluss verschiedener Zusätze auf die Stabilität und Aktivität der rekombinanten Cutinasen. Die 

Restaktivität von Acut1-6hp (A), Acut2-6hp (B), Acut3-6hp (D) sowie FsCut-6hp (D) wurde nach 10- (), 60- () 

und 120- () minütiger, sowie nach 24- () stündiger Inkubation gemessen. Die relative Aktivität ist bezogen auf 

den Ausgangszustand des Ansatzes mit reinem Wasser. Die Höhe der Balken entspricht dem Mittelwert von drei 

Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Die Effekte der eingesetzten Lösungsmittel auf die verschiedenen getesteten putativen 

Cutinasen und FsCut-6hp waren sehr unterschiedlich. In Abb. 25 ist eine 

Zusammenfassung der gemessenen relativen Aktivitäten von Acut1-6hp (A), Acut2-6hp 

(B), Acut3-6hp (C) und FsCut-6hp (D) dargestellt. PEG200 und DEG erhöhten die 

Aktivität von Acut1-6hp auf etwa 150 %. Die erhöhte Aktivität blieb dann über 24 h 

stabil. Sowohl DMSO als auch Aceton zeigten nur einen geringen Effekt auf die Höhe 

der Aktivität. Bei Inkubation mit DMSO blieben 100 % Aktivität über 24 h erhalten und 

mit Aceton trat eine Verringerung auf etwa 80 % auf. Nach 24 h wurde erneut eine 

relative Aktivität von 100 % gemessen. Mit einer Absenkung der relativen Aktivität auf 

20 – 30 % bzw. 50 % ließ sich ein negativer Effekt durch Inkubation mit Isopropanol 

bzw. Ethanol zeigen. Im Ansatz ohne Zusatz von Lösungsmitteln konnte eine Abnahme 

der Aktivität von Acut1-6hp auf 62,5 % nach 24 h bestimmt werden. 

Bei Acut2-6hp führte die Inkubation mit PEG200 zu einer Erhöhung der Aktivität auf 

180 – 190 %, die auch nach 24 h noch in gleicher Höhe messbar war. Eine erhöhte 

Aktivität von 160 % wurde auch bei Inkubation mit DEG erreicht. Dieser Wert 

verringerte sich jedoch nach 24 h wieder auf 100 % verglichen zur Kontrolle. Aceton 

führte zunächst zu einer Erhöhung der Aktivität auf 136 %, worauf eine Verringerung 

auf 125 % nach 60 min und 96 % nach 2 h folgte. Nach 24 h wurde jedoch erneut eine 

Aktivität von über 150 % nachgewiesen. Die Inkubation mit DMSO resultierte ebenfalls 

in einer Erhöhung der relativen Aktivität auf ca. 120 %. Nach 24 h konnte nur noch eine 

Restaktivität von 25 % wiedergefunden werden. Ethanol führte zu einem geringen 

Verlust an Aktivität von 20 %. Die übrigen 80 % blieben dann für die volle Dauer der 

Inkubation erhalten (24 h). Dagegen führte Isopropanol zu einem Verlust an Aktivität 

um 60 – 70 % auf 30 – 40 %, die dann ebenfalls stabil erhalten blieben. Ohne Zusatz 

verringerte sich die Aktivität auf einen Wert von 3 % nach 24 h. 

Die Aktivität von Acut3-6hp wurde durch die Inkubation von PEG200 und DEG auf 

Werte von 160 % bzw. 130 % über den kompletten Zeitraum von 24 h hinweg erhöht. 

Vergleichbare Werte von 170 % wurden mit DMSO als Zusatz erreicht, jedoch nahm 

die Aktivität nach 24 h um 122 % auf einen Wert von 48 % ab. Auch ohne Zusatz 

konnte eine Verringerung der Aktivität auf 20 % nach 24 h festgestellt werden. 

Isopropanol und Ethanol führten auch zu einer Minderung der Aktivität auf 30 – 40 % 

bzw. 70 – 80 %. Über den Verlauf der 24 h in der eine Messung der Aktivität 

stattgefunden hat, konnte kein weiterer Aktivitätsverlust festgestellt werden. Einen 
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positiven Effekt hatte die Inkubation mit Aceton. In diesem Fall konnte eine Aktivität 

von 242 – 356 % mit Schwankungen über den Versuchszeitraum gemessen werden. Es 

konnte keine Verringerung der relativen Aktivität festgestellt werden. 

Ein stabilisierender und aktivitätserhöhender Effekt von PEG200 und DEG konnte im 

Fall von FsCut-6hp nicht festgestellt werden. Die relative Aktivität von FsCut-6hp sank 

von 100 % auf 64 % bei Inkubation mit PEG200 bzw. von 113 % auf 66 % bei 

Inkubation mit DEG innerhalb von 24 h ab. Inkubationen mit Isopropanol, Ethanol und 

Aceton resultierten in einem konstanten Absinken der Aktivität auf 20 – 30 %, 25 % 

bzw. 20 – 25 %. Die relative Aktivität von FsCut-6hp wurde in Folge der Inkubation 

mit DMSO auf 70 % herabgesetzt. Innerhalb von 24 h trat ein zusätzlicher Verlust an 

Aktivität von 45 % auf 25 % ein. Auch ohne Zusatz konnte eine Abnahme der Aktivität 

auf 27 % innerhalb von 24 h gemessen werden. 

 

 
Abb. 26: Einfluss der GTS-Sequenz auf das Verhalten gegenüber Aceton. Aktivität von Acut1-6hp (A), Acut1(+)gts-

6hp (B), Acut3-6hp (C) und Acut3(-)gts-6hp (D) für die Hydrolyse von pNP-Butyrat ohne (-) und mit (+) Zugabe von 

Aceton. Die Höhe der Balken entspricht dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Um die Ursache des Effektes von Aceton auf die Aktivität der putativen Cutinasen zu 

untersuchen, erfolgte eine erneute Messung bei der Acut1(+)gts-6hp und Acut3(-)gts-

6hp mit einbezogen wurden. Das Ergebnis dieses Experimentes ist in Abb. 26 

dargestellt. Die relative Aktivität konnte erneut durch Aceton auf 260 % erhöht werden. 

Acut3-6hp, ohne die Glycin-, Threonin- und Serin-reiche Peptidkette, erfuhr eine leichte 
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Verringerung der relativen Aktivität auf 75 %. Die Aktivität von Acut1-6hp und 

Acut1(+)gts-6hp wurde auf ähnliche Weise beeinflusst. Es fand eine Absenkung auf 

88 % bzw. 81 % statt. 

 

 
Abb. 27: Erhöhung der Enzymstabilität durch Zusatz von PEG200. Effekt von PEG200 auf die relative Aktivität von 

Acut2-6hp (A) und Acut3-6hp (B) nach Inkubation bei 4,0 °C (,), 14,4 °C (,) und 25,2 °C  (,) in 50 mM 

Na-Citrat Puffer pH 5,5 mit (weiß) und ohne (schwarz) 50 % (v/v) PEG200. Die Datenpunkte entsprechen dem 

Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Weiterhin wurde der stabilisierende Effekt von PEG200 auf Acut2-6hp und Acut3-6hp 

gesondert untersucht, da eine geringe Stabilität dieser putativen Cutinasen unter 

optimalen Pufferbedingungen vorlag. In Abb. 27 ist das Ergebnis dieses Experimentes 

gezeigt. Bei allen getesteten Temperaturen zwischen 4,0 und 25,2 °C sank die Aktivität 

von Acut2-6hp und Acut3-6hp auf 0 % bzw. nahezu 0 % ab, wenn kein PEG200 zum 

Ansatz hinzugefügt wurde. Im umgekehrten Fall, also wenn PEG200 verwendet wurde, 

blieben die relativen Aktivitäten auf etwa 100 % erhalten. Als Bezugsaktivität diente 

hierbei die Aktivität, die nach 10 min im Ansatz bei 4 °C jeweils mit und ohne PEG200 

bestimmt werden konnte. 

Über die bereits erwähnten organischen Lösungsmittel und Polyakohole hinaus wurde 

der Einfluss der häufig verwendeten Polysorbate Tween 20 und Tween 80 auf die 

Hydrolysegeschwindigkeit von pNP-Butyrat untersucht. In Abb. 28 sind die Ergebnisse 

dieser Experimente für Acut1-6hp (A), Acut1(+)gts-6hp (B), Acuit2-6hp (C),  

Acut3-6hp (D) und Acut3(-)gts-6hp (E) dargestellt. Es zeigt sich eine Abnahme der 

Aktivität mit zunehmender Konzentration von Tween 20 und Tween 80 für alle 
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getesteten Enzyme. Ein Unterschied wurde bei einer Konzentration von 0,4 % Tween 

20 bzw. Tween 80 deutlich. Die Aktivität von Acut1-6hp und Acut2-6hp betrug dann 

bereits nur noch ca. 80 % der Aktivität ohne Zusatz von Tween. Dagegen verringerte 

sich die Aktivität von Acut3-6hp sowie Acut3(-)gts-6hp nur um 5 % (Tween 20) bzw. 

2 % (Tween 80) und 4 % bzw. 5 %. Im Fall von Acut1(+)gts-6hp wurde eine Abnahme 

der Aktivität auf 99 % und 88 % gemessen. 

 

 
Abb. 28: Verhalten der Cutinasen gegenüber Tween. Einfluss von Tween 20 () bzw. Tween 80 () auf die 

Aktivität von Acut1-6hp (A), Acut1(+)gts-6hp (B), Acut2-6hp (C), Acut3-6hp (D) und Acut3(-)gts-6hp (E) für die 

Hydrolyse von pNP-Butyrat. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken 

repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 

   

Substratspektrum und kinetische Untersuchung 

Um einen ersten Anhaltspunkt über die Spezifität der putativen Cutinasen und  

FsCut-6hp bezüglich einer steigenden Anzahl der C-Atome in den Acylketten zu 

erhalten, wurde deren relative Aktivität für die Hydrolyse von entsprechenden  

pNP-Estern und Triacylglyceriden bestimmt. Als Bezugsstandard wurde die Aktivität 

für pNP-Butyrat bzw. Tributyrin (C4) ausgewählt. Die während des Versuches 

bestimmten Aktivitäten sind in Tab. 11 zusammengefasst. 

Die höchste relative Aktivität von Acut1-6hp wurde mit dem C6 Substrat pNP-Caproat 

gemessen und lag mit 144,6 ± 26,6 % um etwa 40 % höher als für pNP-Butyrat (C4). 

Die Hydrolyse des Esterasesubstrates pNP-Acetat (C2) verlief dagegen nur mit einer 

relativen Aktivität von 4,6 ± 1,7 %. Ähnlich niedrige Werte wurden für pNP-Laurat 

(C12) und pNP-Palmitat (C16) bestimmt. Mit 32,0 ± 0,6 % und 26,2 ± 5,7 % lagen die 

Aktivitäten für die Hydrolyse von pNP-Caprylat (C8) bzw. Caprat (C10) im noch gut 

bestimmbaren Bereich. 
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Tab. 11: Substratspektrum der Cutinasen. Relative Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp 

für die Hydrolyse von 2 mM pNP-Estern sowie 10 mM Triacylglyceride verschiedener Acyl-Kettenlänge. Die 

Aktivität für die Hydrolyse von Substraten mit 4 C-Atomen in der Acylkette wurde für jedes Enzym auf den Wert 

100 % gesetzt.  

Substrat 

  Relative Aktivität [%] 

  Acut1-6hp Acut2-6hp Acut3-6hp FsCut-6hp 

pNP-Ester:           

pNP-Acetat (C2) 

 

4,6 ± 1,7 8,8 ± 1,6 7,6 ± 1,0 31,9 ± 1,1 

pNP-Butyrat (C4) 

 

100,0 ± 16,5 100,0 ± 9,5 100,0 ± 6,7 100,0 ± 14,6 

pNP-Caproat (C6) 

 

144,6 ± 26,6 130,5 ± 26,4 63,5 ± 7,6 22,1 ± 2,4 

pNP-Caprylat (C8) 

 

32,0 ± 0,6 67,5 ± 19,2 13,5 ± 0,8 5,9 ± 2,4 

pNP-Caprat (C10) 

 

26,2 ± 5,7 43,6 ± 29,4 0,9 ± 2,4 2,5 ± 0,1 

pNP-Laurat (C12) 

 

5,9 ± 4,7 22,4 ± 14,7 0,5 ± 1,8 1,9 ± 2,1 

pNP-Palmitat (C16) 

 

2,7 ± 1,9 21,0 ± 1,7 0,2 ± 0,8 0,2 ± 0,0 

Triacylglyceride: 

     
Triacetin (C2) 

 

0,0 ± 1,1 11,1 ± 1,3 7,3 ± 1,5 16,1 ± 0,2 

Tributyrin (C4) 

 

100,0 ± 14,5 100,0 ± 4,2 100,0 ± 13,5 100,0 ± 1,1 

Tricaproin (C6) 

 

77,9 ± 6,8 90,3 ± 3,3 47,1 ± 12,2 25 ± 0,3 

Tricaprylin (C8) 

 

13,8 ± 0,3 71,8 ± 0,6 2,1 ± 9,7 2,7 ± 0,0 

Tricaprin (C10) 

 

4,5 ± 0,1 8,3 ± 0,2 0,3 ± 1,1 4,5 ± 0,1 

Trilaurin (C12) 

 

0,0 ± 0,0 3,1 ± 0,1 0,1 ± 0,4 0,0 ± 0,1 

Trimyristin (C14) 

 

0,0 ± 0,1 3,2 ± 0,0 0,0 ± 0,4 4,5 ± 0,1 

Tripalmitin (C16) 

 

5,2 ± 0,2 7 ± 0,2 1,2 ± 1,0 15,2 ± 0,2 

Triolein (C18)   0,0 ± 0,2 3,2 ± 0,1 0,0 ± 0,4 0,0 ± 0,3 

  

Bei Triacylglyceriden durch Acut1-6hp ergab sich ein davon unterscheidbares Bild. Die 

höchste relative Aktivität wurde für Tributyrin (C4) bestimmt. Für Tricaproin konnte 

jedoch auch noch eine hohe Aktivität von 77,9 % nachgewiesen werden. Nur geringe 

bis keine Aktivität wurde bei Triacylglyceriden mit einer Kettenlänge >C10 bestimmt. 

Das Substratprofil von Acut2-6hp war dem von Acut1-6hp am ähnlichsten.  

Mit 130,5 ± 26,4 % konnte auch hier die höchste relative Aktivität für pNP-Caproat 

gemessen werden. Der Umsatz von pNP-Acetat war mit einer relativen Aktivität von 

8,8 % am geringsten. Im mittleren Aktivitätsbereich befanden sich mit 67,5 ± 19,2 % 

und 43,6 ± 29,4 % die Substrate pNP-Caprylat und pNP-Caprat. Mit 22,4 ± 14,7 % und 

21,0 ± 1,7 % konnten für die langkettigen pNP-Laurat und pNP-Palmitat, im Vergleich 

mit Acut1-6hp, noch relativ hohe Aktivitäten nachgewiesen werden. Dieses Verhalten 

trat jedoch nicht bei der Verwendung von Triolein, Tripalmitin, Trimyristin und 

Trilaurin auf. Hier lagen die relativen Aktivitäten mit 3,1 % bis 7,0 % deutlich 

niedriger. Wie im Fall von Acut1-6hp wurde die höchste Aktivität von Acut2-6hp für 

Tributyrin und die zweithöchste mit 90,3 % für Tricaproin gemessen. Unter 
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Verwendung von Tricaprylin konnten auch noch 71,8 % Aktivität nachgewiesen 

werden. Die höchste Aktivität von Acut3-6hp wurde sowohl mit pNP-Butyrat (C4) als 

auch mit Tributyrin (C4) als Substrat bestimmt. Weiterhin waren Aktivitäten von  

63,5 ± 7,6 %, 13,5 ± 0,8 % und 7,6 ± 1,0 % für die Substrate pNP-Caproat, pNP-

Caprylat und pNP-Acetat nachweisbar. Entsprechend wurden auch Aktivitäten für 

Tricaproin (47,1 %), Tricaprylin (2,1 %) und Triacetin (7,3 %) gemessen. Für die 

Hydrolyse von Substraten mit einer Acyl-Kettenlänge von C10 und länger konnte keine 

Aktivität gefunden werden. FsCut-6hp wies ein mit Acut3-6hp vergleichbares 

Substratspektrum bezüglich der Länge der Acylkette auf. Die C4 Substrate pNP-Butyrat 

und Tributyrin wurden mit der höchsten relativen Aktivität hydrolysiert.  

Mit 31,9 ± 1,1 % lag jedoch die Aktivität für pNP-Acetat, verglichen mit Acut1-6hp, 

Acut2-6hp und Acut3-6hp, am höchsten. Für pNP-Caproat konnten noch 22,1 ± 2,4 % 

relative Aktivität gemessen werden. Für Substrate mit Acylkettenlängen von C8 und 

höher lagen nur geringe Aktivitäten vor. Dieses Verhalten trat sowohl für pNP-Ester als 

auch für Triacylglyceride auf. 

Ein genaueres Bild über die Kettenlängen-Spezifität ließ sich jedoch nur durch eine 

Bestimmung der kinetischen Parameter erhalten. Hierfür wurde die 

Umsatzgeschwindigkeit der Hydrolyse verschiedener pNP-Ester durch Acut1-6hp 

(350,7 nM), Acut1(+)gts-6hp (696,4 nM), Acut2-6hp (217,3 nM), Acut3-6hp 

(288,5 nM) sowie Acut3(-)gts-6hp (517,1 nM) ermittelt. Dabei erfolgte eine Variation 

der Substratkonzentration im Bereich von 0,1 mM bis 5 mM. Im Testansatz befanden 

sich aus Gründen der Substratlöslichkeit 20 % Ethanol. Abb. 29 stellt die erhaltenen 

Reaktionsgeschwindigkeiten bezogen auf die eingesetzte molare Enzymkonzentration in 

Abhängigkeit der verwendeten Substratkonzentration dar. Die für die Berechnung der 

molaren Enzymkonzentrationen notwendigen molaren Massen wurden mittels 

Größenausschlusschromatografie der gereinigten Enzyme bestimmt. 
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Abb. 29: Kinetik der rekombinanten Cutinasen. Vergleich des kinetischen Modells mit experimentellen Daten zum 

kinetischen Verhalten von Acut1-6hp (A), Acut1(+)gts-6hp (B), Acut2-6hp (C), Acut3-6hp (D) und Acut3(-)gts-6hp 

(E). Für die Umsetzung von pNP-Acetat (), pNP-Butyrat (), pNP-Caproat (), pNP-Caprylat (), pNP-Caprat 

(), pNP-Laurat (❖) und pNP-Palmitat () wurde eine Kinetik Pseudo-erster Ordnung nach Michaelis-Menten 

angenommen. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Das Verhalten von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp war mit dem bereits aus den 

Voruntersuchungen gewonnen Datensatz (Tab. 11) vergleichbar. Die höchsten 

spezifischen Aktivitäten von Acut1-6hp und Acut2-6hp wurden für pNP-Caproat 

gemessen, während Acut3-6hp ein Optimum mit pNP-Butyrat aufwies. Durch 

nichtlineare Regression wurden die Parameter kM [mM], kcat [s
-1] und kcat kM

-1 [mM-1s-1] 

des einfachen kinetischen Modells nach Michaelis-Menten ermittelt (Tab. 12) und die 

daraus resultierenden Modellkurven mit den experimentellen Daten in Abb. 29 

verglichen. Die höchste Übereinstimmung von experimentell ermittelten und theoretisch 

berechneten Umsatzraten in Abhängigkeit von der Substratkonzentration konnten für 

pNP-Butyrat, pNP-Caproat, pNP-Caprylat und pNP-Caprat erreicht werden.  

Eine detaillierte Analyse der ermittelten Werte wurde durchgeführt. Die berechneten 

Werte von kcat für die Hydrolyse von pNP-Caproat durch Acut1-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp lagen bei 248,08 ± 15,40 s-1, 378,22 ± 28,53 s-1 und 60,70 ± 2,60 s-1. Bei der 

Hydrolyse von pNP-Butyrat wurden dagegen 228,68 ± 10,84 s-1, 284,82 ± 5,98 s-1 und 

175,45 ± 4,62 s-1 ermittelt. Demnach wies Acut2-6hp von den getesteten putativen 

Cutinasen von A. adeninivorans die höchste maximale spezifische Aktivität auf. 

 

Tab. 12: Zusammenfassung der kinetischen Parameter kM [mM], kcat [s-1] und kcat kM
-1 [mM-1s-1]. Diese wurden für 

die Hydrolyse von p-Nitrophenolestern, mit zunehmender Anzahl von Kohlenstoffatomen in der Acyl-Kette, durch 

Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp (A), Acut1(+)gts-6hp und Acut3(-)gts-6hp (B) bestimmt. Die Angabe erfolgt als 

Mittelwert ± Standardabweichung. Keine Angabe (k.A.) einer Standardabweichung bedeutet, dass die Untersuchung 

bei zu geringer Aktivität erfolgte.  

    Anzahl der C-Atome der Acylkette 

Enzym   C2 C4 C6 C8 C10 C12 C16 

Acut1-6hp 

        kM [mM] 

 

69,27 ± k.A. 8,78 ± 0,59 5,46 ± 0,55 2,29 ± 0,46 1,58 ± 0,33 3,33 ± 2,05 8,49 ± k.A. 

kcat [s-1] 

 

171,09 ± k.A. 228,68 ± 10,84 248,08 ± 15,40 59,31 ± 5,42 43,34 ± 3,42 10,84 ± 3,42 12,18 ± k.A. 

kcat kM
-1 [mM-1s-1] 

 

2,47 ± k.A. 25,99 ± 2,13 45,44 ± 5,36 25,91 ± 5,72 27,35 ± 6,02 3,26 ± 2,25 1,43 ± k.A. 

Acut2-6hp 

        kM [mM] 

 

17,73 ± k.A. 5,81 ± 0,18 4,11 ± 0,55 2,46 ± 0,34 2,80 ± 0,46 9,85 ± 2,44 13,97 ± k.A. 

kcat [s-1] 

 

71,78 ± k.A. 284,82 ± 5,98 378,22 ± 28,53 105,83 ± 6,90 48,31 ± 4,14 64,88 ± 11,50 87,42 ± k.A. 

kcat kM
-1 [mM-1s-1] 

 

4,05 ± k.A. 49,02 ± 1,88 92,10 ± 14,16 42,95 ± 6,61 17,27 ± 3,19 6,59 ± 2,01 6,26 ± k.A. 

Acut3-6hp 

        kM [mM] 

 

14,42 ± k.A. 5,01 ± 0,22 2,24 ± 0,21 2,94 ± 0,44 0,58 ± 0,27 18,49 ± k.A. 11,48 ± k.A. 

kcat [s-1] 

 

37,23 ± k.A. 175,45 ± 4,62 60,70 ± 2,60 20,52 ± 1,45 2,31 ± 0,03 2,93 ± k.A. 11,43 ± k.A. 

kcat kM
-1 [mM-1s-1] 

 

2,58 ± k.A. 35,03 ± 1,81 27,08 ± 2,76 6,97 ± 1,15 4,01 ± 1,89 0,16 ± k.A. 0,99 ± k.A. 

Acut3(-)gts-6hp 

        kM [mM] 

 

45,86 ± k.A. 4,37 ± 0,35 2,16 ± 0,31 1,97 ± 0,41 3,96 ± 2,47 10,35 ± k.A. 9,99 ± k.A. 

kcat [s-1] 

 

58,01 ± k.A. 79,09 ± 3,67 27,65 ± 1,74 5,99 ± 0,58 3,48 ± 1,16 2,58 ± k.A. 0,43 ± k.A. 

kcat kM
-1 [mM-1s-1] 

 

1,26 ± k.A. 18,08 ± 1,69 12,82 ± 2,01 3,05 ± 0,70 0,88 ± 0,62 0,25 ± k.A. 0,04 ± k.A. 

Acut1(+)gts-6hp 

        kM [mM] 

 

53,21 ± k.A. 7,66 ± 0,64 6,43 ± 0,24 1,70 ± 0,43 1,36 ± 0,27 3,44 ± k.A. 8,22 ± k.A. 

kcat [s-1] 

 

30,13 ± k.A. 95,78 ± 5,46 110,71 ± 2,73 16,51 ± 1,72 15,08 ± 1,15 6,17 ± k.A. 1,40 ± k.A. 

kcat kM
-1 [mM-1s-1]   0,57 ± k.A. 12,50 ± 1,27 17,22 ± 0,78 9,71 ± 2,66 11,06 ± 2,37 1,80 ± k.A. 0,17 ± k.A. 
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Die Wechselzahl kcat von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp nahm für Substrate bis 

hin zur optimalen Kettenlänge zu und darüber hinaus mit zunehmender Länge der 

Acylkette ab. Einzige Ausnahme stellte ein Wiederanstieg des Wertes von Acut2-6hp 

von 48,31 ± 4,14 s-1 für die Hydrolyse von pNP-Caprat auf 64,88 ± 11,50 s-1 für die 

Hydrolyse von pNP-Laurat dar. Die Michaelis-Menten-Konstante kM folgt einem 

umgekehrten Verlauf. Die Werte für kM nahmen mit zunehmender Acylkettenlänge ab, 

bis ein Minimum erreicht wurde. Die Minima waren jedoch nicht mit den 

entsprechenden Maxima von kcat identisch. Die niedrigsten Werte für Acut1-6hp und 

Acut2-6hp wurden mit 1,58 ± 0,33 mM bzw. 2,46 ± 0,34 mM für die Hydrolyse von 

pNP-Caprat bzw. pNP-Caprylat errechnet. Mit einem Wert von 0,58 ± 0,27 mM wurde 

der niedrigste Wert für kM von Acut3-6hp ebenfalls für die Hydrolyse von pNP-

Caprylat ermittelt. Durch Bildung des Quotienten aus kcat und kM ließ sich die 

sogenannte katalytische Effizienz der putativen Cutinasen berechnen.  

Die höchste katalytische Effizienz von Acut1-6hp und Acut2-6hp wurde für die 

Hydrolyse von pNP-Caproat mit 45,44 ± 5,36 mM-1 s-1 bzw. 92,10 ± 14,16 mM-1 s-1 

ermittelt. Im Fall von Acut3-6hp zeigte sich ein Optimum für die Hydrolyse von  

pNP-Butyrat mit 35,03 ± 1,81 mM-1 s-1. Die Höhe des Betrages der katalytischen 

Effizienz lag für Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp in der gleichen Größenordnung. 

Eine visuelle Darstellung der beschriebenen Ergebnisse ist in Abb. 30 gezeigt. 

Für Acut1(+)gts-6hp wurde ein mit Acut1-6hp vergleichbares Verhalten gefunden. Mit 

110,71 ± 2,73 s-1 und 17,22 ± 0,78 mM-1 s-1 lagen jedoch die maximalen Werte für  

kcat und kcatkM
-1 unter denen für Acut1-6hp. Für Acut3(-)gts-6hp ergab sich ein mit 

Acut3-6hp vergleichbares Spektrum. Die Beträge von kcat bzw. kcatkM
-1 waren im 

Vergleich zu den entsprechenden Werten von Acut3-6hp verringert.  
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Abb. 30: Vergleich der kinetischen Parameter kM [mM], kcat [s-1] sowie kcatkM

–1 [s-1 mM-1]. Diese wurden für die 

Hydrolyse von p-Nitrophenolestern, mit zunehmender Anzahl von Kohlenstoffatomen in der Acyl-Kette durch 

Acut1-6hp (A), Acut2-6hp (B), Acut3-6hp (C), Acut3(-)gts-6hp (D) und Acut1(+)gts-6hp (E) bestimmt. Die Höhe 

der Balken entspricht dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung 

der drei Messwerte. 

 

Um den cutinolytischen Charakter der putativen Cutinasen zu untersuchen wurde der 

Abbau des polymeren Modellsubstrates PCL durch Acut1-6hp, Acut2-6hp und  

Acut3-6hp überprüft. Hierfür wurden Agar-Platten mit 1 % PCL (w/v) vorbereitet und 

mit Löchern ausgestattet, in welche das jeweilige gereinigte Enzympräparat eingefüllt 

wurde. In Anlehnung an die Ergebnisse der Voruntersuchung zu den biochemischen 

Eigenschaften wurde der pH-Wert der Agar-Platten mit Na-Citrat Puffer auf pH 5,5 

eingestellt. In gleicher Weise wurden Agar-Platten mit Tris-HCl Puffer pH 8,0 

bereitgestellt, um die optimalen Bedingungen für die Positivkontrolle FsCut-6hp zu 

liefern. In Abb. 31 ist die Hydrolyse des PCL durch die eingesetzten putativen 

Cutinasen sowie FsCut-6hp dargestellt. 
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Abb. 31: Hydrolyse des Modellpolyesters Polycaprolacton durch rekombinante Cutinasen. Hofbildung auf PCL-

Agarplatten durch enzymatischen Abbau von PCL durch Acut1-6hp (1U), Acut2-6hp (1U), Acut3-6hp (3U) und 

FsCut-6hp (1U). Der pH-Wert der Platten wurde mit Na-Citrat Puffer auf pH 5,5 (Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp) 

bzw. mit Tris-HCl Puffer auf pH 8,0 (FsCut-6hp) eingestellt. Zur Kontrolle wurde der Lagerungspuffer (PBS pH 7,4) 

anstelle der Enzymprobe aufgetragen. 

 

Ersichtlich wird der Polymerabbau durch die Hofbildung. Das zunächst in 

Nanopartikeln feinverteilt vorliegende PCL verursachte eine Trübung in der Agar-

Platte. Durch den PCL-Abbau wurde die weiße Trübung entfernt, was in der Analyse 

als Nachweis für die Spaltung der Ester Bindung genutzt wurde. Die größten Höfe 

entstanden bei Zusatz von Acut1-6hp und Acut2-6hp bereits nach 2 bis 4 h. Acut3-6hp 

benötigte eine Zeit zwischen 4 und 24 h, um die gleiche Hofgröße zu erreichen, trotz 

der dreifachen eingesetzten Enzymaktivität (bezogen auf pNP-Butyrat). Eine weniger 

starke Hofbildung konnte bei FsCut-6hp gezeigt werden. Die Negativkontrollen mit 

PBS Puffer pH 7,4 (Lagerungspuffer der Enzyme) auf Agar-Platten mit Na-Citrat Puffer 

pH 5,5 bzw. Tris-HCl Puffer pH 8,0 wiesen keine Anzeichen einer Hofbildung in Folge 

des Polymerabbaus auf. 
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Abb. 32: Hydrolyse von Cutin aus Apfelschalen durch rekombinante Cutinasen. Nachweis der Cutinspaltung durch 

Senkung des pH-Wertes in Folge der Freisetzung von Säuren. Die Cutin-Agarplatte (1 %) enthält 0,5 % 

Bromthymolblau als pH Indikator. Die Kontrolle zeigt die Farbänderung der Platte an einer unbehandelten Stelle. 

 

Eine erste Überprüfung auf Abbau des Cutins als Hauptsubstrat für Cutinasen wurde 

ebenfalls mittels Agar-Platten durchgeführt. Hierfür wurde 1 % Cutin, welches zuvor 

aus Apfelschalen isoliert wurde, mit Na-Citrat Puffer pH 5,5 gemischt und in Agar-

Platten immobilisiert. Als pH-Indikator wurde 0,5 % Bromthymolblau hinzugefügt, 

dessen Farbspektrum in Abb. 32 dargestellt ist. In Folge der Hydrolyse des Cutins und 

der damit verbundenen Freisetzung von Fettsäuren sollte eine Verringerung des  

pH-Wertes in der Agar-Platte auftreten. Dies wurde über eine Änderung der Farbe des 

pH-Indikators nachgewiesen. Tatsächlich konnte dieser Effekt sowohl für Acut1-6hp, 

Acut2-6hp und Acut3-6hp nachgewiesen werden. Die schnellste Änderung des  

pH-Wertes trat infolge der Reaktion von Acut2-6hp auf. Bereits nach 22 h ist der  

pH-Wert von ca. 7,5 – 8,0 auf etwa 5 gesunken. Der initiale pH-Wert von 7,5 entsprach 

dem pH-Wert des Enzym-Lagerungspuffers (PBS pH 7,4), der bei der Applikation mit 

auf die Agar-Platte aufgetragen wurde. Durch Diffusion verteilte sich der applizierte 

PBS Puffer, wodurch eine Farbveränderung von dunkel- auf hellgrün (pH 5,5) auch bei 

der Negativkontrolle auftrat. Es ist jedoch nach 96 h trotzdem ein gelber Hof bei  

Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp sichtbar. Eine Visualisierung der Farbänderung 

auf einer unbehandelten Stelle der Agar-Platte wurde Abb. 32 als Kontrolle (-) angefügt. 
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Ein weiteres Experiment zur Bestätigung der Hydrolyse des Cutins durch Acut1-6hp, 

Acut2-6hp und Acut3-6hp wurde durchgeführt. Bei diesem Experiment wurde Cutin in 

Na-Citrat-Puffer pH 5,5 bzw. Tris-HCl-Puffer pH 8,0 mit Acut1-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp bzw. mit FsCut-6hp inkubiert. Die Hydrolyseprodukte wurden extrahiert, auf 

eine Kieselgel 60-Platte (SIL G/UV254) mit einer Schichtdicke von 0,2 mm aufgetragen 

und chromatografisch aufgetrennt (Abb. 33). Es waren vier Spots in den Spuren A, C, D 

und E zu erkennen. In den Spuren B und F sind diese dagegen nur diffus sichtbar. Es 

wurden Retardationsfaktoren mit RF – 0,43, RF – 0,51, RF – 0,63 und RF – 0,74 für die 

vier Spots gemessen. In Spur A wurden die Hydrolyseprodukte aufgetragen, die durch 

die enzymatische Aktivität von FsCut-6hp entstanden sind. Die dazugehörige Kontrolle 

mit PBS Puffer (40 °C) anstelle von FsCut-6hp wurde dagegen in Spur F appliziert. Die 

Aktivität von Acut1-6hp (D), Acut2-6hp (E) und Acut3-6hp (C) führte zu den gleichen 

Spots wie FsCut-6hp. Die höchste Intensität der entstandenen Spots ist in Spur E 

erkennbar. 

 

 
Abb. 33: Nachweis der Hydrolyse von Apfelcutin durch rekombinante Cutinasen. Auftrennung der 

Hydrolyseprodukte des Apfelcutins mittels Dünnschichtchromatografie nach 48 h Inkubation mit Acut1-6hp (D), 

Acut2-6hp (E), Acut3-6hp (C), FsCut-6hp (A), PBS-Puffer bei 25 °C (B) und PBS Puffer bei 40 °C (F). Die 

Retardationsfaktoren sind mit RF für die sichtbaren Spots angegeben. 
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3.4 Untersuchung der Kultivierungsbedingungen für eine optimale 

Synthese von rekombinanten putativen Arxula-Cutinasen und FsCut-6hp 

Kultivierung im Schüttelkolben 

Für die Kultivierung in Schüttelkolben, wurden drei verschiedene Medien ausgewählt. 

Als Komplex-Medium wurde HVM (YPD) mit Pepton und Hefeextrakt als N- sowie 

Glucose als C-Quelle verwendet. Außerdem kamen zwei synthetische, sogenannte 

Minimalmedien (HMM), zum Einsatz. HMM-NO3 enthielt NaNO3 als N-Quelle, 

während der Stickstoffbedarf im HMM-NH4 durch (NH4)H2PO4 gedeckt wurde.  

In einem Experiment wurden die Stämme A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-

ACUT1-6H, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-

6H, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3(-)GTS-6H und G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-

6H über einen Zeitraum von 86 h bei 30 °C und 180 rpm schüttelnd kultiviert. Die dabei 

gewonnen Proben wurden auf die Parameter Biotrockenmasse, Glucosekonzentration, 

pH-Wert und Esteraseaktivität im Überstand untersucht. Die erhaltenen Ergebnisse sind 

in Abb. 34 dargestellt. 

Bezüglich Biomassezunahme, Glucoseverbrauch und pH-Wert Änderung verhielten 

sich die verwendeten Stämme im jeweiligen Medium uniform. Der höchste 

Biomasseertragskoeffizient YX/S wurde mit durchschnittlich 0,70 ± 0,12 gBTS gGlucose
-1 

erreicht. Aus 100 g eingesetzter Glucose wurden also im Durchschnitt aller Stämme 

70 g Biotrockenmasse gebildet. Die hohe Standardabweichung kam dabei durch den 

hohen Wert von 0,86 gBTS gGlucose
-1 im Fall von A. adeninivorans G1212/YRC102-

TEF1p-ACUT1-6H zu Stande. Hier konnte zu Beginn der Kultivierung nur eine 

Glucosekonzentration von ca. 14,8 g L-1 gemessen werden, wodurch in der Berechnung 

ein höherer Ertrag folgte. 
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Abb. 34: Optimierung der Kultivierungsbedingungen für die Synthese von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und 

FsCut-6hp. Zeitliche Veränderung von Biotrockenmasse (BTS), Glucosekonzentration, pH-Wert und Aktivität für die 

Hydrolyse von pNP-Butyrat im Verlauf der Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H 

(), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H (), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-6H (), G1212/YRC102-TEF1p-

ACUT3(-)GTS-6H () und G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H () in HMM-NO3 (A), HMM-NH4 (B) und HVM 

(C). Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Die Kultivierung in HMM-NO3 und HMM-NH4 führte zu Ertragskoeffizienten von  

0,39 ± 0,03 bzw. 0,32 ± 0,04 gBTS gGlucose
-1. Die Glucose wurde in den drei Medien, 

durch alle Stämme bereits nach etwa 40 h verbraucht, worauf das Ende der 

Wachstumsphase und der Übergang in die stationäre Phase folgten. Im Verlauf der 

Kultivierung erfolgte eine Änderung des pH-Wertes. In HMM-NO3 stieg der pH-Wert 

leicht von 5,8 auf 6,8 an. Umgekehrt verhielt es sich in HMM-NH4. Der pH-Wertes 

nahm von 5,8 auf 2,2 ab. Die Änderung des pH-Wertes im HVM konnte in zwei Phasen 

eingeteilt werden. In Phase 1 bis etwa 14 h nach Kultivierungsbeginn sank der pH-Wert 

ausgehend von pH 6,3 auf einen Wert von etwa 4,9 ab. Darauf folgend stieg der  

pH-Wert wieder an, sogar über den Ausgangswert hinaus auf pH 8,5 am Ende der 

Kultivierungszeit. Der eigentliche Unterschied zwischen den untersuchten Stämmen 

resultieren aus der Akkumulation der extrazellulären Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp, 

Acut3(-)gts-6hp bzw. FsCut-6hp und den daraus berechneten Enzymertrags-

koeffizienten YE/S. Dieser Wert gibt an, wie viel Units an enzymatischer Aktivität aus 

der eingesetzten Glucose erhalten wurden. Die höchsten Erträge zum Ende der 

Kultivierungsdauer wurden in HVM erreicht. Acut1-6hp und Acut2-6hp akkumulierten 

dabei mit einem Wert von 7.788 U gGlucose
-1 bzw. 6.354 U gGlucose

-1, wobei dieser 

Unterschied aus der bereits erwähnten niedrigeren Ausgangsglucosekonzentration in der 

Kultur von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H auftrat. Mit einem 

Wert von 831 U gGlucose
-1 wurde Acut3-6hp mit einem geringeren Ertrag akkumuliert als 

Acut1-6hp und Acut2-6hp. Die Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102-

TEF1p-ACUT3(-)GTS-6H und G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H führte zu einem 

Ertrag von 249 U gGlucose
-1 bzw. 346 U gGlucose

-1. Im Gegensatz zu Acut1-6hp, Acut2-6hp 

und FsCut-6hp konnte für Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp im HVM keine stabile 

Akkumulation nachgewiesen werden. Die Aktivität nahm nach 63 h wieder ab, wodurch 

die niedrigen Erträge von Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp in HVM zum Ende der 

Kultivierungszeit verursacht wurden. Wird der Zeitintervall bis zur maximalen Aktivität 

von Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp zu Grunde gelegt, wurden Ertragskoeffizienten von 

1.827 U gGlucose
-1 bzw. 928 U gGlucose

-1 erreicht. Die zweithöchsten Enzymerträge 

konnten bei der Kultivierung in HMM-NO3 erhalten werden. Auch hier erreichten 

Acut1-6hp und Acut2-6hp mit 1.279 und 954 U gGlucose
-1 die höchsten 

Akkumulationswerte. Mit 689 und 526 U gGlucose
-1 wurden für Acut3-6hp und  

Acut3(-)gts-6hp vergleichbare Werte errechnet. Der niedrigste Ertragskoeffizient von 
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nur 89 U gGlucose
-1 wurde für FsCut-6hp ermittelt. Im Vergleich zu HVM und  

HMM-NO3 konnte in HMM-NH4 keine stabile Akkumulation von Acut1-6hp,  

Acut2-6hp, Acut3-6hp, Acut3(-)gts-6hp und FsCut-6hp bis zum Ende des 

Versuchszeitraumes nachgewiesen werden. Einzig im Fall der Kultivierung von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-6H und G1212/YRC102-TEF1p-

ACUT3(-)GTS-6H konnte auch nach 39,5 h bzw. 14 h noch eine Enzymaktivität von 

8,79 U mL-1 und 1,24 U mL-1 gemessen werden. Dies erfolgte mit einem Ertrag von 

493 U gGlucose
-1 bzw. 74 U gGlucose

-1. Für die übrigen Kultivierungen wurde keine 

Berechnung der Enzymertragskoeffizienten durchgeführt. 

Die im Verlauf des Versuches gesammelten Kulturüberstände wurden mittels  

SDS-PAGE und Western-Blot analysiert. Der Nachweis der Akkumulation von Acut1-

6hp (A), Acut2-6hp (B), Acut3-6hp (C), Acut3(-)gts-6hp (D) und FsCut-6hp (E) 

erfolgte über Inkubation mit einem Anti-His-Tag Antikörper aus Kaninchen 

(Primärantikörper) und einem Anti-Kaninchen Antikörper (Sekundärantikörper), 

konjugiert mit alkalischer Phosphatase. Die in Abb. 35 erkennbaren Banden spiegelten 

die zuvor beschriebenen Aktivitäten wider. Die höchste Akkumulation in HVM führte 

auch zu den intensivsten Banden. Die jeweiligen molaren Massen der Banden von 

Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp, Acut3(-)gts-6hp und FsCut-6hp waren identisch mit 

den nach der Reinigung bestimmten Werten (vgl. Abb. 18). Es konnten darüber hinaus 

keine Proteinbanden für Acut1-6hp, Acut2-6hp und FsCut-6hp in HMM-NH4 

nachgewiesen werden. Bis 39 h bzw. 14 h nach Beginn der Kultivierung ließen sich 

Banden für Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp dagegen noch sehr gut zeigen. Diese 

Banden verblassten jedoch nach Überschreitung der angegebenen Kultivierungszeit. 

Auffällig trat auch die Diffusivität der Bande von Acut3-6hp hervor. 
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Abb. 35: Extrazelluläre Proteinakkumulation in Abhängigkeit von den Kultivierungsbedingungen. SDS-PAGE und 

Western-Blot-Analyse der Kulturüberstände im Verlauf der Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102-

TEF1p-ACUT1-6H (A), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H (B), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-6H (C), 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3(-)GTS-6H (D) und G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H (E) in HMM-NO3 (rechts), 

HMM-NH4 (mitte) und HVM (links). Die Zeitpunkte der Probenahme werden in Stunden nach Kultivierungsbeginn 

über der entsprechenden Spur angezeigt. 

 

Kultivierung im 5 L Bioreaktor 

Für Kultivierung in Bioreaktoren wurden zwei verschiedene Strategien verfolgt. Ziel 

war es ein Verfahren mit einem möglichst hohen Grad an Automatisierung, einer hohen 

Produktkonzentration, einer hohen Raum-Zeit-Ausbeute sowie einer möglichst hohen 

Reinheit der Enzyme im Kulturüberstand zu entwickeln. Ein Batchverfahren, welches 

auch bei einer Kultivierung im Schüttelkolben Anwendung findet, wurde von Beginn an 

ausgeschlossen, da die zu erwartende Raum-Zeit-Ausbeute zu gering wäre. Daher 

wurde für beide Strategien eine Fed-Batch Betriebsweise bevorzugt, welche durch die 

Zuführung von frischem Nährmedium nach einer initialen Wachstumsphase 

gekennzeichnet ist. 
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Strategie A beinhaltete die Fütterung mit einer hoch konzentrierten Glucoselösung 

(70 % w/v) in Abhängigkeit von der Wachstumsrate der kultivierten Hefen. Als 

Korrekturmedien zur Konstanthaltung des pH-Wertes auf einen Wert von pH 6,0 

wurden 12,5 %iger Ammoniak und 40 %ige Phosphorsäure eingesetzt. Dies stellte 

zugleich die Versorgung der Hefen mit Stickstoff und Phosphat sicher, was für eine 

unlimitierte Proteinsynthese bzw. ein unlimitiertes Wachstum nötig war. 

Der Verlauf von Biotrockenmasse, Glucosekonzentraion, Aktivität und zugegebenes 

Ammoniakvolumen während der Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102-

TEF1p-ACUT2-6H bei 30 °C in einem halbsynthetischen Medium (vgl. 2.1.1) ist in 

Abb. 36 dargestellt. Die initiale Batchphase (Phase 1) wurde nach 24 h bei 

Unterschreiten einer Glucosekonzentration von 1,5 g L-1 durch den Start der Fütterung 

mit einem Volumenstrom von 15 mL h-1 beendet. Am Ende der Batchphase wurde die 

Aktivität der rekombinanten Acut2-6hp mit ca. 71 U mL-1 bei einer Biotrockenmasse 

von 5,69 g L-1 bestimmt. Durch die Zufuhr von etwa 3,5 g L-1h-1 Glucose in der ersten 

Fütterungsphase (Phase 2 bis 60 h), wurden diese Werte auf 426 U mL-1 bzw.  

30,25 g L-1 erhöht. 

Als Reaktion auf das Wachstum der Hefen wurde die Zufuhr auf 5,8 g L-1h-1 gesteigert 

(Phase 3), was zu einer Zunahme der Aktivität auf 770 U mL-1 nach 80 h 

Kultivierungsdauer führte. Da auch ein Anstieg der Biomasse auf 45 g L-1 zu 

verzeichnen war, musste auch der Glucosezufluss auf 7,5 g L-1 h-1 angepasst werden 

(Phase 4). In Folge dessen wurde ein Anstieg der Glucosekonzentration auf  

89,7 g L-1 bis etwa 100 h festgestellt, was auf einen zu hohen Glucosezulauf hindeutete. 

Dieser Überfluss führte dann zu einer Zunahme der Aktivität und der Biomasse auf den 

finalen Wert von 1.064 U mL-1 bzw. 64,5 g L-1. Jedoch konnte im Intervall zwischen 

100 h und 144 h (Phase 5) trotz Verbrauch von 82,4 g L-1 Glucose nur eine Zunahme 

der Aktivität um 88,1 U mL-1 gemessen werden. Über den gesamten 

Fermentationsprozess konnte ein Ertragskoeffizient von etwa 3.600 U gGlucose
-1  

(≈ 732,3 U g Glucose-1 L-1). Eine Aufteilung der Ertragskoeffizienten sowie der Raum-

Zeit-Ausbeuten der fünf Fermentationsphasen sind in Tab. 13 gegeben. 
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Abb. 36: Fermentationsstrategie A zur Synthese von Acut2-6hp. Zeitliche Veränderung von Biotrockenmasse (BTS, 

), Glucosekonzentration (), Cutinase-Aktivität () für die Hydrolyse von pNP-Butyrat und Ammoniakvolumen 

() im Verlauf der Fed-Batch Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H (A). SDS-

PAGE (B) und Western-Blot (C) Analyse der Kulturüberstände im Verlauf der Fed-Batch Kultivierung. Die 

Zeitpunkte der Probenahme werden in Stunden nach Kultivierungsbeginn über der entsprechenden Spur angezeigt. 

Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Für den Ertragskoeffizienten der Batchphase wurde ein Wert von 4.880 U gGlucose
-1 

berechnet. Die Höhe konnte in den ersten beiden Fütterungsphasen nicht erreicht 

werden. Durch erneute Erhöhung des Feedvolumenstroms in Phase 4 ergab sich eine 

Erhöhung auf 7.477 U gGlucose
-1. Während des Verbrauchs der überschüssigen Glucose 

wurden nur noch etwa 1.069 U gGlucose
-1 akkumuliert. Entsprechend verhielt sich auch 

der errechnete Wert der Raum-Zeit-Ausbeute. Durch den Substrat-Zulauf in Phase 2 
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konnte diese bereits um das von 957 U L-1h-1 auf 10.181 U L-1h-1 erhöht werden. Bei der 

anschließenden Verdopplung des Volumenstroms wurde der Wert noch einmal auf 

20.276 U L-1h-1 verdoppelt. Die weitere Erhöhung in Phase 4 führte dagegen zu einer 

Minderung der Raum-Zeit-Ausbeute auf 18.954 U L-1 h-1. Während des Verbrauchs der 

restlichen Glucose betrug die Raum-Zeit-Ausbeute nur noch 2.003 U L-1 h-1. Über den 

Gesamtprozess konnte ein Wert von 7.800 U L-1 h-1 berechnet werden. Durch Analyse 

des PAA-Gels sowie des Western-Blot der Kulturüberstände (Abb. 36, B bzw. C) 

konnte die Akkumulation von Acut2-6hp auch in Form einer Proteinbande bei ca. 

21 kDa nachgewiesen werden. Bis zum Start des Feed (25 h) wurde eine Reinheit von 

Acut2-6hp von >50 % ermittelt. Diese nahm jedoch sehr stark im Verlauf der 

Fütterungsphasen ab und betrug zum Ende der Fermentation nur etwa 10 %. Demnach 

wurden durch Anwendung von Strategie A viele Nebenprodukte sezerniert, die hier 

nicht näher benannt werden können. 

 

Tab. 13: Übersicht der Phasen der Fermentation nach Strategie A zur Synthese von Acut2-6hp. 

Enzymertragskoeffizient YP/S und Raum-Zeit-Ausbeute (RZA) in die fünf Phasen der Fed-Batch Kultivierung von A. 

adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H. Zusätzlich sind die zeitlichen Intervalle jeder Phase, sowie die 

Glucose-Zulaufrate der Fütterungsphasen beschrieben. Diese ist bezogen auf das zur mittleren Intervallzeit 

vorhandene Reaktorvolumen. 

Phase 
Intervall 

[h] 
  Glucosezulauf 

[gGlucose
 L-1 h-1] 

YP/S 

[U gGlucose
-1] 

RZA 

[U L-1 h-1] 

1 0 – 24   (-) 4.880 957 

2 24 – 60   3,5 3.149 10.181 

3 60 – 80   5,8 3.769 20.276 

4 80 – 100   7,5 7.477 18.954 

5 100 – 144   (-) 1.069 2.003 

  

 

Mit Strategie B wurde ebenfalls eine wachstumsgesteuerte Fed-Batch-Betriebsweise 

ausgewählt, die eine Erhöhung des Grades an Automatisierung ermöglichte. Hierfür 

wurde ein Feed mit C- und ein zweiter Feed mit N-Quelle zur Verfügung gestellt  

(vgl. 2.1.1). Als Parameter für das Hefewachstum wurde die Rührdrehzahl bei 

konstanter Begasungsrate verwendet. Diese spiegelt den Sauerstoffbedarf der Hefen 

wieder, der wiederum direkt an den Substratverbrauch und somit indirekt an das 

Wachstum gekoppelt ist. Die Fütterung erfolgte mit einem konstanten C:N Verhältnis 

immer bei Unterschreiten einer Drehzahl von 800 rpm. Bei Vorhandensein von Glucose 

regelte die pO2-Regelung die Drehzahl auf das Maximum (1.500 rpm), um einen 
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Sauerstoffpartialdruck von 40 % zu etablieren. Nach dem Verbrauch der Glucose nahm 

die Drehzahl rapide ab, da kein Sauerstoff mehr für die Zellatmung der Hefen benötigt 

wurde. Auf diese Weise wurden A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H 

(A), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H (B), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3-6H (C), 

G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H (D) und G1212/YRC102 (E) mit einem 

Initialvolumen von 2 L und einem Endvolumen von 3,5 L bei 30 °C kultiviert. Die 

während des Versuchszeitraumes von etwa 91 h genommenen Proben wurden auf die 

Parameter Biotrockenmasse, Glucosekonzentration und Aktivität der rekombinanten 

extrazellulären Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp untersucht. Die 

erhaltenen Ergebnisse sind in Abb. 37 dargestellt. Bezüglich des Biomassewachstums 

und des Glukoseverbrauchs verhielten sich die untersuchten Kulturen  

sehr ähnlich. Es wurde ein durchschnittlicher Biomasseertragskoeffizient von  

0,54 ± 0,07 gBTS gGlucose
-1 errechnet. Einzig bei der Kultivierung von A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H gab es mit einem Wert von 0,43 gBTS gGlucose
-1 

Abweichungen vom mittleren Wert, wodurch auch die Standardabweichung von  

0,07 gBTS gGlucose
-1 zustande kam. 

Die höchsten Enzymertragskoeffizienten wurden für Acut1-6hp und Acut2-6hp mit 

5.022 U gGlucose
-1 bzw. 5.162 U gGlucose

-1 erreicht. Dagegen wurden nur 2.014 U gGlucose
-1 

und 642 U gGlucose
-1 für Acut3-6hp und FsCut-6hp bestimmt. Bei der Kultivierung von 

A. adeninivorans G1212/YRC102, welcher als Negativkontrolle Verwendung fand, 

wurde eine Esterase-Aktivität von etwa 5 U mL-1 mit einem Ertrag von 30 U gGlucose
-1 

nachgewiesen. Im Vergleich zu den 860 U mL-1, 901 U mL-1, 332 U mL-1 bzw. 

105 U mL-1, die als finale Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp bzw.  

FsCut-6hp gemessen wurden, konnte dieser niedrige Wert jedoch vernachlässigt 

werden. 
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Abb. 37: Fermentationsstrategie B zur Synthese von Acut1-6hp, Acut2-6hp, Acut3-6hp und FsCut-6hp. Zeitliche 

Veränderung von Biotrockenmasse (BTS), Glucosekonzentration und Cutinase-Aktivität für die Hydrolyse von pNP-

Butyrat, sowie extrazelluläre Proteinakkumulation im Verlauf der Fed-Batch-Kultivierung von A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H (A, ), G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2-6H (B, ), G1212/YRC102-TEF1p-

ACUT3-6H (C,  ), G1212/YRC102-TEF1p-FSCUT-6H (D, ) und G1212/YRC102 (E, ). Die Zeitpunkte der 

Probenahme werden in Stunden nach Kultivierungsbeginn über dem entsprechenden Coomassie-gefärbten PAA-Gel 

(links) bzw. Western-Blot (rechts) angezeigt. Die Aktivitätsmessung von FsCut-6hp wurde aus technischen Gründen 

(Messgerät erreicht die Optimaltemperatur von FsCut-6hp nicht) unter nicht optimalen Bedingungen durchgeführt. 

Daher muss ein Korrekturfaktor von 2 berücksichtigt werden, d. h. die angezeigten Aktivitäten von FsCut-6hp 

verdoppeln sich. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren 

die Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

In Abb. 37 sind die SDS-PAGE und Western-Blot-Analysen der Kulturüberstände der 

einzelnen Fermentationsprozesse dargestellt. Die Proteinbanden konnten eindeutig mit 

Hilfe des Anti-His-tag Antikörpers identifiziert werden. Die Anzahl und Menge an 

gebildeten Nebenproteinen war, verglichen mit Strategie A, insgesamt geringer. Es 

konnten zwei starke Nebenbanden bei etwa 45 kDa und 65 kDa in allen Coomassie 
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gefärbten Gelen nachgewiesen werden, die unabhängig von der verwendeten Kultur 

auftraten. Die Bande von Acut3-6hp zeigt sich auch hier eher diffus. Die Färbung im 

Western-Blot deutete eine Verteilung von Acut3-6hp über ein breites 

Molmassenspektrum an. Strategie B führte, über den Gesamtprozess betrachtet, zu 

Raum-Zeit-Ausbeuten von 9.309 U L-1 h-1 für Acut1-6hp, 9.780 U L-1 h-1 für Acut2-6hp, 

3.957 U L-1 h-1 für Acut3-6hp, 1.252 U L-1h-1 für FsCut-6hp sowie 39 U L-1 h-1 für die 

Esteraseaktivität der Negativkontrolle. 

Um den Einfluss des pH-Wertes auf den Fermentationsprozess zu untersuchen, wurde 

eine Fermentation mit Strategie B jedoch mit einer modifizierten pH-Regelung 

durchgeführt. Etwa 40 h nach Prozessbeginn wurde die automatische Regelung des  

pH-Wertes deaktiviert, wodurch dieser innerhalb der folgenden 34,3 h von pH 6,0 auf 

2,3 abnahm. Anschließend erfolgte eine Reaktivierung der Regelung auf pH 6,0. Die 

Auswirkungen dieser Betriebsweise sind in Abb. 38 dargestellt. Bis zur Deaktivierung 

der Regelung konnte ein Anstieg der Aktivität auf 340 U mL-1 mit einem Ertrag von 

10.526 U gGlucose
-1 verzeichnet werden. Dabei wurde eine Raum-Zeit-Ausbeute von 

8.452 U L-1 h-1 erreicht. Durch Absenkung des pH-Wertes auf 2,3 trat ein schneller 

Verlust der Aktivität auf einen Wert von 3,5 U mL-1 auf. Dies ließ sich auch im 

Coomassie gefärbten SDS-PAA-Gel und im Western-Blot nachweisen (Abb. 38, B und 

C). Die erneute Zunahme der Aktivität nach Reaktivierung der pH-Regelung auf 

54,5 U mL-1 erfolgte mit einer Raum-Zeit-Ausbeute von nur 539 U L-1h-1. Wie bereits in 

Abb. 37 gezeigt konnten auch hier die beiden Nebenbanden bei 45 kDa und 65 kDa 

detektiert werden. 
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Abb. 38: Einfluss des pH-Wertes auf die Proteinakkumulation von Acut1-6hp. Zeitlicher Verlauf von 

Biotrockenmasse (BTS, ), Glucose-Konzentration () und Cutinase-Aktivität () für die Hydrolyse von pNP-

Butyrat im Verlauf der Fed-Batch Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1-6H (A), sowie 

SDS-PAGE (B) und Western-Blot (C) Analyse der Kulturüberstände im Verlauf der Fed-Batch-Kultivierung. Die 

Zeitpunkte der Probenahme werden in Stunden nach Kultivierungsbeginn über der entsprechenden Spur angezeigt. 

Die induzierten pH-Shifts sind mit pH 2,0 bzw. pH 6,0 gekennzeichnet. Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert 

von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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3.5 Anwendung der Cutinasen zum Abbau verschiedener Polyester 

Um das Potenzial der rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp für den 

Abbau industriell verwendeter Polyester wie PCL, PBSu, PLA, PHB und P(HB-HV) 

abschätzen zu können, wurde ein Versuch zum Abbau entsprechender Nanopartikel 

durchgeführt. Hierfür wurden Kunststoff-Nanopartikel erzeugt und anschließend in 

Agar-Platten mit 2 % Agar-Agar und 50 mM Na-Citrat Puffer pH 5,5 immobilisiert. Als 

Nachweis für die Spaltung der Ester Bindungen wurde in Anlehnung an den  

PCL-Abbauversuch (vgl. 2.3.16) die gebildete Hoffläche verwendet. Die Berechnung 

der Hoffläche erfolgte mit der Gleichung für Kreisringflächen. Die dafür notwendigen 

Durchmesser des inneren und äußeren Kreises wurden mit Hilfe der 

Bildbearbeitungssoftware GIMP2.0 ermittelt. Hierfür wurden die Fotografien der 

Platten unter Angleichung der Durchmesser der Innenkreise auf ein gemeinsames Maß 

gebracht. 

Die kleinsten Hofflächen bei der Hydrolyse von PCL, PBSu und PLA wurden bei 

Acut1-6hp (17,92 U) und Acut2-6hp (10,9 U) nachgewiesen. Acut3-6hp (3,46 U) führte 

im Vergleich zu Acut1-6hp bzw. Acut2-6hp bei PCL zu 3,0x bzw. 3,8x größeren 

Flächen. Im Fall der Hydrolyse von PBSu konnten 4,8x und 5,9x größere Flächen 

berechnet werden. Auch beim Co-Polymer P(HB-HV) führte Acut3-6hp zu größeren 

Hofflächen mit einem Faktor von 2,3x bzw. 3,1x. Einzig auf den Platten mit PHB 

betrugen die Flächenwerte verglichen mit Acut1-6hp und Acut2-6hp nur 1/4 bzw.  

1/3. Parallel wurden auch die modifizierten Varianten Acut1(+)gts-6hp (1,05 U) und 

Acut3(-)gts-6hp (2,18 U) untersucht. Hier konnte eine leichte Veränderung des 

Abbauverhaltens festgestellt werden. So führte Acut1(+)gts-6hp ähnlich wie auch 

Acut3-6hp zu höheren Flächenwerten als Acut1-6hp. Für die Platten mit PCL und PBSu 

wurden um den Faktor 2,1x und 3,4x größere Flächen bestimmt. Nur geringe 

Veränderungen ergaben sich für den Abbau von PLA und P(HB-HV). Hier wurde die 

Hoffläche um 20 % verringert bzw. um 20 % erhöht. Eine Verringerung von 70 % 

wurde auf den Platten mit PHB festgestellt. Acut3(-)gts-6hp, ohne GTS-Sequenz, führte 

insgesamt zu kleineren Flächenwerten verglichen mit Acut3-6hp. Einzig beim Abbau 

von PLA und P(HB-HV) konnten gleiche Flächenwerte gemessen werden. Eine 

Verringerung von 30 % bzw. 40 % wurden für den Abbau von PCL und PBSu 

festgestellt. Ein Abbau von PHB durch Acut3(-)gts-6hp konnte nicht detektiert werden. 
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Abb. 39: Abbau verschiedener Polyester durch rekombinante Cutinasen synthetisiert mit A. adeninivorans. 

Schnelltest zum Abbau von PCL, PBSu, PLA, PHB und P(HB-HV) durch Acut1-6hp (A), Acut1(+)gts-6hp (B), 

Acut2-6hp (C), Acut3-6hp (D), Acut3(-)gts-6hp (E) sowie PBS Puffer pH 7,4 (Kontrolle (-)) nach 24 h bzw. 48 h. In 

den Balkendiagrammen sind die prozentualen Hofflächen dargestellt. Die jeweils höchsten Flächenwerte für jedes 

Enzym wurden auf den Wert 100 % gesetzt und die übrigen Werte darauf bezogen. 
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Eine Illustration der berechneten relativen Kreisflächen nach 48 h ist in Abb. 39 

dargestellt. Als Basiswert wurde der für jedes Enzym erreichte höchste Flächenwert 

verwendet. Mit dieser Betrachtung ließ sich eine Art Abbauspektrum der Cutinasen und 

deren Varianten bestimmen. Für Acut1-6hp und Acut2-6hp wurde ein nahezu 

identisches Spektrum bestimmt. Das Optimum lag dabei bei der Degradation von PHB. 

Mit einer relativen Kreisfläche von 90 % gehörte auch PCL zu den bevorzugten 

Substraten. Für PBSu und PLA wurden bereits nur noch 50 % der Flächenwerte 

errechnet. Der niedrigste Flächeninhalt von 25 % wurde auf den Platten mit P(HB-HV) 

gemessen. Als optimales Substrat für Acut3-6hp stellte sich PCL heraus. Im Vergleich 

dazu wurden für PBSu 91 % des Flächenwertes berechnet. Nur geringe Fähigkeit zum 

Abbau wurde für PLA, P(HB-HV) und PHB mit Flächenwerten von 38 %, 21 % bzw. 

9 % ermittelt. Acut3(-)gts-6hp baut genau wie Acut3-6hp PCL am besten ab. Die 

Fähigkeit zum Abbau von PBSu ist dagegen um 15 % im Vergleich zu Acut3-6hp 

gesunken. Andererseits wurde die Fähigkeit zum Abbau von PLA und PHBV um den 

Faktor 1,54x bzw. 1,42x erhöht. PHB konnte nicht durch Acut3(-)gts-6hp abgebaut 

werden. Durch das Vorhandensein der GTS-Sequenz veränderte sich das 

Abbauspektrum von Acut1(+)gts-6hp im Vergleich zu Acut1-6hp stark. Während 

Acut1-6hp ein Optimum für den Abbau von PHB aufwies, konnte für Acut1(+)gts-6hp 

nur noch 15 % der Kreisfläche, verglichen mit dessen optimalem Substrat PCL, 

gemessen werde. Die Fähigkeit zum Abbau von PBSu war mit 93 % um 41 % höher als 

bei Acut1-6hp. Dagegen war die Fähigkeit zum Abbau von PLA und P(HB-HV) von 

50 % auf 21 % bzw. von 25 % auf 15 % reduziert. 

3.6 Biologische Funktion der Cutinasen für A. adeninivorans 

Um die biologische Funktion von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp aufzuklären, 

wurde die Expression der jeweiligen Gene bzw. die Akkumulation der extrazellulären 

Enzyme im Wild-Typ A. adeninivorans LS3 sowie im verwendeten Kontrollstamm 

A. adeninivorans G1212/YRC102 untersucht. Zunächst wurde A. adeninivorans LS3 in 

HMM-NO3 mit Glucose, Palmitinsäure, 16-Hydroxyhexadecansäure, Myristinsäure-

Isopropylester, Olivenöl oder Cutinhydrolysat kultiviert, die zu einer Expression von 

Esterasen im Allgemeinen führen könnten. Die Entwicklung der Esteraseaktivität der 

jeweiligen Kulturüberstände wurde über den Zeitraum von 48 h verfolgt. Die erhaltenen 

Ergebnisse sind in Abb. 40 dargestellt. 



Kapitel 3 – Ergebnisse 

98 

 

 
Abb. 40: Extrazelluläre Akkumulation der Esterasen während der Kultivierung von A. adeninivorans LS3. Zunahme 

der Esteraseaktivität (A) der Kulturen von A. adeninivorans LS3 in HMM-NO3 mit Glucose (1 % , 2 % ), 

Palmitinsäure (1 % , 1 % + 1 % Glucose ), 16-Hydroxyhexadecansäure (1 % , 1 % + 1 % Glucose ), 

Myristinsäure-Isopropylester (1 % , 1 % + 1 % Glucose ), Olivenöl (1 % , 1 % + 1 % Glucose ) bzw. 

Cutinhydrolysat (1 % , 1 % + 1 % Glucose ❖) bei 30 °C. Esteraseaktivität von A. adeninivorans nach 48 h 

Kultivierung in HMM-NO3 mit Glucose (Glc), Palmitinsäure (PS), 16-Hydroxyhexadecansäure (16-HHDS), 

Myristinsäure-Isopropylester (MIPE), Olivenöl oder Cutinhydrolysat (CH). Die Datenpunkte bzw. die Höhen der 

Balken entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung 

der drei Messwerte. 

 

Die höchste Aktivität mit 680 ± 63 U mL-1 wurden mit Olivenöl als C-Quelle für das 

Wachstum von A. adeninivorans LS3 gemessen. Mit 1 % Glucose als zusätzliches 

Substrat konnten noch 121 ± 7 U mL-1 gefunden werden. Die zweithöchste 

Akkumulation von Esterasen konnte bei Myristinsäure-Isopropylester mit einem Wert 

von 224 ± 18 U mL-1 ohne bzw. 167 ± 10 U mL-1 mit Zusatz von Glucose ermittelt 

werden. Auch das Vorhandensein von Cutinhydrolysat, welches durch alkalische 

Hydrolyse des Apfelcutins erzeugt wurde, führte zur Sezernierung von Esterasen mit 

einer Aktivität von 130 ± 13 U mL-1 bzw. 118 ± 8 U mL-1. Wenn Glucose als einzige  

C-Quelle im Medium verfügbar war, konnte ebenfalls Esteraseaktivitäten in Höhe von 

38 ± 10 U mL-1 (1 % Glucose) und 12,6 ± 2,0 U mL-1 (2 % Glucose) nachgewiesen 

werden. Der Zeitpunkt der Sezernierung der Esterasen zeigte sich abhängig von der 

Glucosekonzentration. Bei höheren Konzentrationen bzw. wenn Glucose als zweite  

C-Quelle verfügbar ist, setzte die extrazelluläre Akkumulation der Esterasen später ein, 

als in den entsprechenden Kulturen mit niedrigerer Konzentration bzw. ohne Glucose. 
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16-Hydroxyhexadecansäure wurde als Vertreter der Cutinmonomere eingesetzt. Dabei 

konnte nur eine geringe Esteraseaktivität gemessen werden. Jedoch wurde auch ein 

limitiertes Wachstum (Mikroskop) festgestellt, da die Löslichkeit dieser 

Hydroxyfettsäure begrenzt ist. Einer Verfolgung der optischen Dichte war auf Grund 

der starken Trübung bzw. das Vorhandensein von Partikeln der verwendeten Substrate 

nicht möglich. 

Der Nachweis über die Sekretion von Esterasen reichte nicht aus, um Aussagen 

bezüglich der biologischen Funktion treffen zu können, da nicht zwischen Acut1p, 

Acut2p und Acut3p unterschieden werden konnte. Selbst auf einem SDS-PAGE 

könnten Acut1p und Acut2p nicht differenziert werden. Einzig Acut3p wäre eindeutig 

identifizierbar. Daher wurde eine Möglichkeit gesucht um die Promotoren und damit die 

Expression der drei Gene ACUT1, ACUT2 und ACUT3 differenziert zu untersuchen. 

Zunächst wurde ein Vergleich der Gensequenzen von ACUT1, ACUT2 und ACUT3 

sowie der jeweiligen Promotor- bzw. Terminator-Bereiche durchgeführt (Abb. 41). Der 

3’UTR wurde wie im Methodenteil beschrieben über einen 3’RACE identifiziert. Das 

Alignment ergab eine Übereinstimmung von ACUT1 und ACUT2 zu 86 %, von ACUT1 

und ACUT3 zu 78 % sowie von ACUT2 und ACUT3 von 74 %. Bei der Berechnung 

wurde nur der im codierenden Bereich aller drei Gene vorhandene Sequenzabschnitt 

betrachtet. In den Regionen vor dem jeweiligen Start-Codon konnte eine putative 

TATA-Box mit der Sequenz TATAAA bei ACUT1, ACUT2 sowie ACUT3 identifiziert 

werden. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Kapitel 3 – Ergebnisse 

100 

 

 

                  1                                                                                  85 

    ACUT1     (1) ----GCAAGGTTGACTGGCAATAGT---AAGCAACTTTTCATCCCCTTTGTCAACTTTCAACCTATCTGCAATTACCCTGTGTCG 

    ACUT2     (1) TGGTCCAATTTCGGCC--CAATCATCTCAATCCACAAGCAATACCCTAAGGGTAC---CAA---AGATGCCGTAATCCTACT--G 

    ACUT3     (1) -------------ACCTGCAAACTGCGAAGCACACCCTGCATCTGCGCCGGGCATACACAAAAGCACGGCACTTGTTTGATCT-- 

                  86                                                                                170 

    ACUT1    (79) ATCAAGGACGGAT-CAAGGCACGGCACTGGTTTCAACGGCCGGATAAATGGGGTACTGCA-TGTCAAGTAGGGGCCAAAAGCTTG 

    ACUT2    (76) AAGAAGAGCTCATTCAATATGCGGGG-TCGGGCCGTAGCTCGATTCCCAGACCATCTGCAATACCCTGCATCGGATATAATCCGC 

    ACUT3    (71) ACCAACGGC-CCTCCGAGTTATGGGT-GATGATCACCTTTGGGGTCTTTG---TTCCGAA---TGACTGAGGGGGCAGAAGCTTG 

                  171                                                                               255 

    ACUT1   (162) GGC---CTAGGTGGACCCAAACAACGCGGTAAACTAGTAGACTCGAGATAGAGCGCGGTGGCGTTAGCGGGGTTGATTCTAATAT 

    ACUT2   (160) GGCACTCTAGA-GCATGTATGCCAAGTGGGCGCCAAGTCGCCAGAATAGGGCCCTCGTCGGAGCTCCGTTGCTAAAAAGTAGTGA 

    ACUT3   (148) AGC---CGAGGTACAAGCGTGGAGTGTTGGCAAATTTGAACAGCTTGGTTGGAGTGTGTGCAAGTTGTACGCTTGG--GCAATAA 

                  256                                                                               340 

    ACUT1   (244) TTTCAATAACGGCCTGGGCCAAAATGAGCC-ATGGACGATTGCCCGATGCCCTTCTCAAAGGCGGGTAATTTGGCATGT-TGGTG 

    ACUT2   (244) TAAAAGAAGTGCTATTGAGATTGCTGAGGTTATTGATTATA--CTAATCGTATTGATATATGATGGGAATTTAAAAACCATCGCC 

    ACUT3   (228) GACGTCAGATGGGCGCAGCTTCGCAGCGTCTGCGAGGTACGCTCCTATGTACCT-TTATTCCCCTGTACCT--GCTTGC-GGTTA 

                  341                                                                               425 

    ACUT1   (327) ACGATTTAAACTTGGTAATG-CATGCATACGCAGTGGGTCCGGAACCCTGGCAGG----ATCCAACGGT------TTTTGGCATG 

    ACUT2   (327) AAAACTTACTGTAGGACGCG-AATG--TAGGCTGTCCGGACAACATCCTGGCATGC---ATCGGTGGGTCAACGATATTGATACA 

    ACUT3   (309) AGTAGATTATGTGGGTGATGGAATGC--AAGCCCCTGGAAGGACATGGTGGGGAGCCGGAAACGTGGTTGA--GATCATCGGTTG 

                  426                                                ++++++                         510 

    ACUT1   (401) TGCTGATCTT-GTAAACAGCC-ACGGATTAGAAACCGGGGACGATCTCAAGTATAAAATGGGGGGAGTATTCCTGG----GTTGA 

    ACUT2   (406) TACGGGTAAACGCAAACGGCCTACTGAATGCAATTGGTGGAGG--CAAAAGTATAAATTGGGCAACCCTGTCCTGA----TTTGT 

    ACUT3   (390) AACTGCACCA-ACAAAGATCGGA-TAAATAACGACGCGGGAGTCTGTCAATTATAAATTGTGGGCGCTTGCCAGGTAAACTTCCT 

                  511                         ***                                                   595 

    ACUT1   (480) ACAGTAAACAAACTTCAAA-------ACATGAAGACTAACTTCCTCATCGCCTGTGCTTCCCTGATTGCTGGTGCTGCTGCTGCT 

    ACUT2   (485) GC--TACATCAA-TTCAT---------CATGAAGGCCAATCTGATTCTCGCTTGCGCATCCCTGGTTGCCGGTGTCTCTGCTGCC 

    ACUT3   (473) TCAAAAAATCAGAATAAGACAATTGAATATGAAGTACAGTGCCATTTACACTCTTGCTACTCTGCTGGCCGGTGTTTCTGCTGTG 

                  596                                                                               680 

    ACUT1   (558) CCTCTGGAGCGACGAGATGGAGGCTGCTCCAAGTACACCATCATTGACACCCGAGGAACTGGTGAGCTCCAGGGTCCTTCTGCAG 

    ACUT2   (558) CCCCTGGAGCGACGAGATGGAGGCTGCTCCAAGTACACCATCATTGATACCCGAGGAACTGGTGAGCTCCAGGGTCCTTCTGCTG 

    ACUT3   (558) CCAGTGGAGCGTCGTGCTGCTGGATGCTCAAAGTACACCATCATTGACACTCGAGGAACTGGAGAACCTCAGGGACCTTCAGCCG 

                  681                                                                               765 

    ACUT1   (643) GATTCATTACTATGAACCGAAACATTCTGTCCCAGGTGCCCGGTGGTGTGGAGTATGACACCGTCTACCCTGCCGACTTTAGTCA 

    ACUT2   (643) GATTCATTACTATGAACCGAAACATTCTGTCCCAAGTGCCCGGTGGTGTGGAGTATGACACAATCTACCCTGCCGGCTGGAGTCA 

    ACUT3   (643) GATTCCGCACCATGAACTCCAACATTATGTCCCAGGTGCCCGGTGGTGAGGAGTATGATACCGTATACCCTGCTGGAGCTGACCA 

                  766                                                                               850 

    ACUT1   (728) GATCTCTACTCAGGGTACTCTTGACATTGTCAACAAGGTCCAGTCCACTCTGGAGTCTGACCCCAGCCACTGCTTTGTCCTGGAG 

    ACUT2   (728) AATCTCCACCCAGGGTACCCTGGACATTGTCAACAAGGTCCAGTCCACCCTACGATCCGATCCAGACCATTGCTTTGTCCTGGAG 

    ACUT3   (728) GAATTCCAGCCAGGGAACTGCTGACATTGTCAACAAGGTTCAGTCCACTCTGAAGTCTGACCCCGAGCACTGCTTTATTCTCGAG 

                  851                                                                               935 

    ACUT1   (813) GGATACAGTCAGGGAGCTGCTGCTACCGTCAGTGCTCTGCCCAAGCTGACCGGAGCTAGCTTTGATGCTGTCAAGGCCGTCTTTT 

    ACUT2   (813) GGATACAGTCAGGGAGCTGCTGCTACCGTTAGTGCTCTGCCCAAGCTGACCGGAGACAGCTTTGATGCCGTTAAGGCCGTATTCC 

    ACUT3   (813) GGCTACAGTCAGGGAGCTGCTGCTACTGTAGCTGCCCTGCCTAAGCTTACTGGCGACAGCTTTGATGCCGTCAAGGGAGTCTTCC 

                  936                                                                              1020 

    ACUT1   (898) TGATCGGTGACCCCATGCATAAGCCCGGATTGGCCTGCAATGTCGACACTCAGGGAGGCAAGTCCACTGCCGACGCTAGTGGACT 

    ACUT2   (898) TGATCGGCAATCCCATGCACAAGTCCGGATTGGAATGTAATGTCGACACTCTGGGAGGAAAGTCTACTGCCTATGCTAACGGACT 

    ACUT3   (898) TGATCGGAGACCCAATGCACAAGGCCGGACTGGCATGCAATGTTGACATTAATGGAGGCACCTCCACTGCCAATGCCAATGGATT 

                  1021                                                                             1105 

    ACUT1   (983) TGAGGCCTACCTGGGTGGTATCCCTGACGAGTGGGTGTCCAAGACCATGGATGTGTGCAACTTCGGAGACGGAGTGTGCGACACT 

    ACUT2   (983) TGAGGCCTACCTGGGTGGTATCCCTGACGAGTGGGTGTCCAAGACCATGGACGTATGCAACTTTGGAGACGGAGTTTGTGATACC 

    ACUT3   (983) GGAGGCCACTATGGGATCCATCCCTGATGAGTGGGTGTCCAAGACTATGGACGTGTGCAACCAGGGCGATGGAGTGTGCGATACT 

                  1106                                                                             1190 

    ACUT1  (1068) CTCACTGGAGCTGGTATCACTCCCCAGCACCTGGACTACCCCTACGATTCTAACGTTCAGAAGATGGGTACTGATTTTGTTGTCA 

    ACUT2  (1068) CTCACTGGAATCGGTATCACCGCTCAGCATCTCGACTACCCTCTTGATGCCAACGTCCAGAAGATGGGTGCTGACTTTGTAGTCA 

    ACUT3  (1068) GCCTCTGGAGCTGGAATCACCCCCCAGCACCTGGCTTACCCCAACAACCAGAATGTCCAGAAGATGGGAACTGACTTTGTTGTTA 

                  1191                                                                             1275 

    ACUT1  (1153) AGGCCCTGACCGGTTCTAGCTAATCTGAGTACCATAAAGCATAACCATTTGTAAATTTATTTCCATGAGTGTTCTCCAAAAAAAA 

    ACUT2  (1153) AGGCTCTTAC---TTCTTAGTCAT-TCAGTACGTTCAA-----------TATAAAGATACTACACAACGTAGAAACAAAAAAAAA 

    ACUT3  (1153) AGGCCCTGACCGGCTCTGGCTCTGGTTCTGCCTCTGCCTC--------TGGTTCTGCTTCTGCCCCCAGTGCTACCGCTTCTGGC 

                  1276                                                                             1360 

    ACUT1  (1238) AAAAAAA------------------------------------------------------------------------------ 

    ACUT2  (1223) AAAAAAA------------------------------------------------------------------------------ 

    ACUT3  (1230) TCCGCTGGCTCTGGCTCTGGTTCTGGCACTGGCACTGGCACTGGCACTGGCACCGGAGGATTTGGTTCCGGTGGATTTGGTTCCG 

                  1361                                                                             1445 

    ACUT1  (1245) ------------------------------------------------------------------------------------- 

    ACUT2  (1230) ------------------------------------------------------------------------------------- 

    ACUT3  (1315) GTTCTGGCTTCCCATCAGGAGGATCTGGCTTCCCCGCCGGAGGATCTGGCTCTGGATTTGGCTCCGGCTCTGGATTCCCCTCCGG 

                  1446                                                                             1530 

    ACUT1  (1245) ------------------------------------------------------------------------------------- 

    ACUT2  (1230) ------------------------------------------------------------------------------------- 

    ACUT3  (1400) AGGATCTGGATTTGGCTCCGGCTCTGGCTTCCCTGCTGGAGGATCTGGCTTCGGTTCCGGTTCCGCTTAAATGTTAATTGATTGA 

                  1531                                                                      1608 

    ACUT1  (1245) ------------------------------------------------------------------------------ 

    ACUT2  (1230) ------------------------------------------------------------------------------ 

    ACUT3  (1485) TACCATTTCTACAGATGTACTAAGCAGTTGTGATTAGATAGGTTGAATTATTTTATTTATCAAGAAAAAAAAAAAAAA 

 

Abb. 41: Analyse der Gensequenzen von ACUT1, ACUT2 und ACUT3. Sequenzvergleich der Gene ACUT1, ACUT2 

und ACUT3 einschließlich der jeweiligen Promotor- und Terminator-Bereiche. Hervorgehoben sind identische Basen 

(blau), konservierte Basen (rot), putative TATA-Box (+), Start-Codon (*), Stop-Codon (grau hinterlegt) sowie der 

3’UTR mit PolyA-Sequenz (unterstrichen). 
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Zur Analyse der Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p wurden 

Reportergenkonstrukte mit DsRed und phyK erstellt und zur Transformation von 

A. adeninivorans G1212 verwendet. Da keine Kenntnisse über die Entfernung 

regulatorischer Elemente vom Transkriptionsstart vorlagen, wurden drei verschieden 

lange Sequenzen (0,5-Kb, 1-Kb und 2-Kb) der Promotorregionen mittels PCR 

amplifiziert und wie beschrieben zur Erstellung der Reportergenkonstrukte verwendet. 

Die erhaltenen Transformanden wurden unter verschiedenen Bedingungen kultiviert 

und auf relative Fluoreszenz bzw. Phytaseaktivität untersucht. Da kein Unterschied im 

Ergebnis zwischen den beiden Reportern festgestellt wurde, werden im Folgenden nur 

die Ergebnisse für A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed, 

G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed und G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed beschrieben. 

Zuerst wurde der Einfluss verschiedener Zucker getestet. Hierfür wurden die genannten 

Stämme in HMM-NO3 mit 2 % Glucose, Fructose, Saccharose, Galaktose, Maltose, 

Laktose, Xylose oder Arabinose bei 30 °C kultiviert. In regelmäßigen Abständen wurde 

die optische Dichte, sowie die relative Fluoreszenz der Ansätze bestimmt und mit 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed und G1212/YRC102 verglichen  

(Abb. 42). Der Verlauf der optischen Dichte, welche als Kontrolle für das Wachstum 

verwendet wurde, war für alle untersuchten Stämme ähnlich. Einzig auf Laktose konnte 

kein Wachstum festgestellt werden. Die relative Fluoreszenz in den Kulturen von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed K4 und G1212/YRC102-ACUT3p-

DsRed (K1 und K16) überstieg, genau wie A. adeninivorans G1212/YRC102, zu 

keinem Zeitpunkt einen Wert von 1 bezogen auf zellfreies Medium. Demnach konnte 

keine reale Fluoreszenz festgestellt werden. Dagegen stieg die Fluoreszenz von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed K14 nach 70 h leicht über einen 

Wert von 1. Auf der anderen Seite konnte ein Anstieg der Fluoreszenz bei 

A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed (K6 und K18) sowie 

G1212/YRC102-TEF1p-DsRed beobachtet werden. Bei letzterem konnte kein 

Unterschied zwischen den einzelnen Zuckern identifiziert werden. A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed (K6 und K18) zeigten jedoch eine leicht niedrigere 

relative Fluoreszenz mit Galaktose und Arabinose als Substrat. Dies waren auch die 

beiden Substrate, die am schlechtesten verwertet wurden. 
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Abb. 42: Aktivierung der Promotoren von ACUT1, ACUT2 und ACUT3 durch Mono- und Disaccharide. Darstellung 

des Wachstums in Form einer Zunahme der OD600 (eingebettetes Diagramm), sowie die relative Fluoreszenz der 

Kulturen von A. adeninivorans  G1212/YRC102 (A), G1212/YRC102-TEF1p-DsRed (B), G1212/YRC102-

ACUT1p(1kb)-DsRed (C), G1212/YRC102-ACUT2p(1kb)-DsRed (D), G1212/YRC102-ACUT3p(1kb)-DsRed (E) 

in HMM-NO3 mit jeweils 2 % Glucose (), Fructose (), Saccharose (), Galaktose (), Maltose (), Laktose 

(❖ ), Xylose () oder Arabinose ().Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die 

Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Im nächsten Schritt wurden verschiedene nicht zuckerbasierte Substrate (5 mM) 

verwendet, die bereits in Vorversuchen zur Sezernierung von Esterase in 

A. adeninivorans LS3 geführt haben. In Abb. 43 sind die dabei erhaltenen relativen 

Fluoreszenz-Werte von A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed, 

G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed und G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed mit denen von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed und G1212/YRC102 verglichen. 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed diente dabei als Referenz für einen 

konstitutiven Promotor und sollte Medium-Effekte ausschließen. A. adeninivorans 

G1212/YRC102, ohne genomintegriertes DsRed-Gen und damit auch ohne 

Akkumulation von fluoreszierendem dsRed, wurde als Grundwert verwendet. Auch bei 

diesem Experiment zeigten A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed und 

G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed das gleiche Verhalten wie A. adeninivorans 

G1212/YRC102. Die Werte für die relative Fluoreszenz waren weitestgehend identisch 

und daher als nicht vorhanden zu betrachten. Einzig das Wachstum von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed resultierte in einem Anstieg und 

damit in messbaren Werten für die relative Fluoreszenz mit einem Maximum von etwa 

25.000 für Hexadecanol als Substrat. Dieser Wert war um den Faktor 2,24x höher als 

der Wert, der mit Glucose erreicht wurde. Olivenöl, Tributyrin, Glycerol und  

16-Hydroxyhexadecansäure führten zu 1,56x, 1,46x, 1,55x bzw. 1,45x erhöhten Werten, 

verglichen mit Glucose. Einzig durch den Einsatz von Tripalmitin trat eine 

Verringerung der relativen Fluoreszenz um ca. 30 % auf. Auch bei den Kulturen von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed konnten erhöhte relative Fluoreszenz-

Werte bei allen getesteten Substraten nachgewiesen werden. Es traten ähnlich wie bei 

A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed Unterschiede zwischen den Werten 

auf, die mit verschiedenen Substraten erzielt wurden. So führte Hexadecanol zu einer 

1,76x Erhöhung der Fluoreszenz im Vergleich zu Glucose. Geringer erhöhte Werte 

wurden für Tributyrin (1,12x), Tripalmitin (1,06x) und 16-Hydroxyhexadecansäure 

(1,13x) bestimmt. Für Olivenöl und Glycerol wurden um 21 % bzw. 36 % erhöhte 

Werte verglichen mit Glucose gefunden. Die beschriebenen Schwankungen wurden 

auch für A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed, G1212/YRC102-

ACUT3p-DsRed sowie G1212/YRC102 detektiert. 
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Abb. 43: Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p in Abhängigkeit von der C-Quelle des 

Kultivierungsmediums. Relative Fluoreszenz der Kulturen von A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed, 

G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed, G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed, sowie der Kontrollen A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-DsRed und G1212/YRC102 in HMM-NO3 mit 2 % Glucose (), 2 % Glucose + 5mM 

Olivenöl (), 2 % Glucose + 5 mM Tributyrin (), 2 % Glucose + 5 mM  Tripalmitin (), 2 % Glucose + 5 mM 

Glycerol (), 2 % Glucose + 5 mM Hexadecanol () oder 2 % Glucose + 5 mM  16-Hydroxyhexadecansäure () 

nach 48 h Kultivierung bei 30 °C. 

 

Weiterhin wurde der Einfluss von Kultivierungstemperatur, Glucosekonzentration und 

NaCl-Konzentration auf die Akkumulation von dsRed durch A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed, G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed, G1212/YRC102-

ACUT3p-DsRed, G1212/YRC102-TEF1p-DsRed und G1212/YRC102 untersucht. 

Abb. 44 stellt eine Zusammenfassung der Versuchsergebnisse dar. Der Einfluss der 

NaCl-Konzentration wurde sowohl bei 30 °C als auch bei 45 °C überprüft. Die relative 

Fluoreszenz ist als Verhältnis zur Fluoreszenz von A. adeninivorans G1212/YRC102 

berechnet worden. Mit Werten um 1 zeigten die Stämme A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed und G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed daher, 

unabhängig von den Kultivierungsbedingungen, keine Fluoreszenz. A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed und G1212/YRC102-TEF1p-DsRed wiesen auch bei 
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diesem Versuch eine höhere Fluoreszenz verglichen zur Negativkontrolle auf. Weder 

bei 30 °C noch bei 45 °C ließ sich jedoch ein signifikanter Einfluss der NaCl-

Konzentration feststellen, da sowohl der ACUT2p als auch der TEF1p ähnlich auf diese 

reagierten, oder die Standardabweichungen zu groß waren. So nahm die relative 

Fluoreszenz bei 30 °C und A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed von 19,8 

(5 % NaCl) auf 5,8 (15 % NaCl) ab. Bei A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-

DsRed konnte an gleicher Stelle ebenfalls eine Abnahme von 37,7 auf 22,6 

nachgewiesen werden. Während der Kultivierung bei 45 °C trat keine Änderung der 

relativen Fluoreszenz von A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed mit 

steigender NaCl Konzentration auf. Jedoch wurde ein sehr hoher Wert von  

23,9 ± 17,7 bei A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed ermittelt. Die hohe 

Standardabweichung deutete allerdings auf Ausreißer hin. 

 
Abb. 44: Einfluss der Kultivierungsbedingungen auf die Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p. 

Einfluss von NaCl Konzentration auf die relative Fluoreszenz der Zellextrakte von A. adeninivorans G1212/YRC-

ACUT1p-DsRed (), G1212/YRC-ACUT2p-DsRed (), G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed () und 

G1212/YRC102-TEF1p-DsRed () kultiviert in HMM-NO3 für 48 h bei 30 °C (A) und 45 °C (B). Einfluss der 

Glucosekonzentration (C) auf die relative Fluoreszenz der Zellextrakte von A. adeninivorans G1212/YRC102-

ACUT1p-DsRed (), G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed (), G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed () und 

G1212/YRC102-TEF1p-DsRed () kultiviert in HMM-NO3 für 48 h bei 30 °C. Die Fluoreszenz der genannten 

Extrakte ist auf die Fluoreszenz der Extrakte von gleichartig kultiviertem A. adeninivorans  G1212/YRC102 bezogen. 

Die Höhe der Balken entspricht dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die 

Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Bei der Untersuchung zur Abhängigkeit der Glucosekonzentration auf die relative 

Fluoreszenz konnte kein Unterschied zwischen den Kulturen von A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed und G1212/YRC102-TEF1p-DsRed festgestellt 

werden. Bei der Verdopplung der Konzentration von 2 % auf 4 % erhöhte sich der Wert 

der relativen Fluoreszenz von A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed um 
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Faktor 1,73 und von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed um Faktor  

1,72. Bei 4 % Glucose wurden bei A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed 

und G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed mit 1,81 und 1,23 höhere Werte gemessen als bei 

der Kontrolle A. adeninivorans G1212/YRC102. Durch die weitere Verdopplung der 

Glucosekonzentration auf 8 % verringerte sich die relative Fluoreszenz von 56,1 auf 8,5 

bei A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed bzw. von 56,5 auf 9,3 bei 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-DsRed. Auch A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed und A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT3p-

DsRed wiesen eine verringerte Fluoreszenz von 0,87 bzw. 0,91 auf. 

Untersuchung verschiedener Transkriptionsfaktoren 

Bei der Untersuchung des Genoms von A. adeninivorans wurden sechs putative 

Transkriptionsfaktoren annotiert, welche mit der Regulation der Expression von 

Cutinasen in Verbindung stehen könnten (Tab. 14). Um eine mögliche Rolle dieser 

Transkriptionsfaktoren bei der Regulation der Expression von ACUT1, ACUT2 und 

ACUT3 zu untersuchen, wurden im ersten Schritt Transformanden von A. adeninivorans 

G1212 erzeugt, welche zur konstitutiven Expression von ATFGB, ATFPB, ACTF1α-1, 

ACTF1α-2, ACTF1α-3 oder ACTF1α-4 befähigt sind. Dabei handelt es sich um putative 

Transkriptionsfaktor codierende Gene aus A. adeninivorans LS3. Die verwendeten 

Expressionsmodule sind im Abschnitt Material und Methoden beschrieben. Die 

erhaltenen Transformanden wurden bezüglich der Akkumulation von extrazellulären 

Esterasen überprüft. Dabei wurde sowohl erhöhte und verringerte Aktivität verglichen 

mit A. adeninivorans G1212/YRC102 in Betracht gezogen. Im Fall von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-1, G1212/YRC102-TEF1p-

ACTF1α-2, G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-3 und G1212/YRC102-TEF1p-ACTF1α-

4 konnte kein Einfluss auf die Esterase-Aktivität im Kulturüberstand gefunden werden. 

Dagegen wurde sowohl bei A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB als auch 

G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB eine Erhöhung der Aktivität nachgewiesen. Aus 

diesem Grund wurde der Fokus der weiteren Untersuchungen auf die potentiellen 

Transkriptionsfaktoren Atfgbp („Cutinase G-Box Bindeprotein“) und Atfpbp („Cutinase 

Palindrom Bindeprotein“) gelegt. Während der ersten Untersuchung der 

Transformanden mit konstitutiv exprimiertem ATFGB konnte eine Veränderung in der 

Morphologie der Hefezellen festgestellt werden (Abb. 45). 
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Tab. 14: Eigenschaften der putativen Cutinase Transkriptionsfaktoren, basierend auf deren Annotation. 

Gen Genprodukt Gen Ident. Nr. Länge Eigenschaften (putativ) 

ATFGB Atfgbp ARAD1C15026g 325 Zinkfinger, Kernlokalisation 

ATFPB Atfpbp ARAD1B17732g 670 
Zinkfinger, Kernlokalisation, 

Ligandenbindedomäne 

ACTF1α-1 Actf1α1p ARAD1A14894g 588 Zinkfinger, Kernlokalisation 

ACTF1α-2 Actf1α2p ARAD1C26070g 698 Zinkfinger, Kernlokalisation 

ACTF1α-3 Actf1α3p ARAD1C31526g 873 Zinkfinger, Kernlokalisation 

ACTF1α-4 Actf1α4p ARAD1D18656g 813 Zinkfinger, Kernlokalisation 

 

 
Abb. 45: Morphologie von A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB. Mikroskopische Aufnahmen (1000x 

fache Vergrößerung) von A. adeninivorans LS3 nach einer Kultivierung auf einer Agarplatte mit HMM-NO3 bei 

30 °C (A) und 45 °C (B) sowie A. adeninivorans G1212/YRC102 (C) und G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB (D) bei 

30 °C. Die Kolonien wurden in Wasser aufgenommen und anschließend bei einer 1.000fachen Vergrößerung unter 

dem Mikroskop betrachtet. 

 

Ein Vergleich mit dem in Abb. 45 dargestellten temperaturabhängigen Dimorphismus 

(A und B) von A. adeninivorans LS3 wies eine Ähnlichkeit mit dem Verhalten von 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB auf. Das mycelartige Wachstum 

dieses Stammes wurde jedoch ausschließlich durch die konstitutive Expression des 

ATFGB Gens hervorgerufen und bedurfte keines weiteren biotischen oder abiotischen 

Auslösers. Für weitere Analysen wurde eine Mutante von A. adeninivorans G1212 

erzeugt, bei der das ATFPB-Gen deletiert wurde. Der Nachweis des Deletionserfolges 

erfolgte mittels PCR auf genomische DNA der erhaltenen Transformanden. Als Sense-

Primer wurde eine Sequenz gewählt deren Komplementär auf einem der  
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5‘-flankierenden Sequenz des ATFPB-Gens naheliegenden Chromosomenabschnitt 

lokalisiert ist. Die Antisense-Primer wurden für die ALEU2-ATRP1m-

Selektionsmarkersequnez (+, A) bzw. die Sequenz des ATFPB-Gens (-, B) konstruiert. 

Abb. 46 zeigt das Agarose-Gel auf dem die Ansätze der durchgeführten PCR´s 

aufgetragen wurden. Die Klone 1 bis 6 wiesen nur das Amplifikat A auf und konnten 

damit als positiv für die Deletion identifiziert werden. Nummer 7 und 8 dagegen wurden 

auf Grund der erfolgreichen PCR B als nicht deletiert eingestuft. 

 

   
Abb. 46: Deletion des ATFPB-Gens von A. adeninivorans G1212. Kontrolle des Deletionserfolges verschiedener 

Transformanden von A. adeninivorans G1227 mittels Agarose-Gelelektrophorese. Positive Klone sind durch eine 

Bande in der Spalte (+) gekennzeichnet, welche eine erfolgreiche Amplifikation mit dem Primerpaar PALanal-

fwd/TRP-anal-rev (+) nachweist (vgl. 2.2.1). 

 

Im zweiten Schritt wurde die Sekretion von Esterasen durch A. adeninivorans 

G1212/YRC102, G1227, G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB und G1212/YRC102-TEF1p-

ATFGB während der Kultivierung in HMM-NO3 mit 2 % Glucose, Vitaminmix und 

einem Zusatz von 5 mM Olivenöl, Tributyrin, Tripalmitin, Glycerol, Hexadecanol oder 

16-Hydroxyhexadecansäure bei 30 °C untersucht. Dabei wurden auch Biotrockenmasse, 

Glucoskonzentration und pH-Wert analysiert. Die erhaltenen Daten sind in Abb. 47 

dargestellt. Die letztgenannten Parameter unterschiedenen sich nur sehr gering innerhalb 

eines Stammes. Die Zusätze beeinflussten das Wachstum der Hefen kaum. Jedoch 

erreichten A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB und G1212/YRC102-

TEF1p-ATFGB mit 5,17 ± 0,27 g L-1 bzw. 4,59 ± 0,24 g L-1 eine geringere 

Endbiomasse als A. adeninivorans G1212/YRC102 und G1227 mit 6,46 ± 0,28 g L-1 
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bzw. 7,14 ± 0,22 g L-1. Dies spiegelte sich auch in den daraus resultierenden 

Biomasseertragskoeffizienten YX/S von 0,28 ± 0,01 gBTS gGlucose
-1 und  

0,31 ± 0,03 gBTS gGlucose
-1 für A. adeninivorans G1212/YRC102 und G1227 bzw.  

0,22 ± 0,02 gBTS gGlucose
-1 und 0,18 ± 0,02 gBTS gGlucose

-1 für A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB und G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB wider. Darüber 

hinaus wies A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB eine geringere Glucose-

Aufnahmerate auf als die übrigen drei Stämme. So konnten nach 41,5 h immer noch 

6,39 ± 1,00 g L-1 nachgewiesen werden. Ein Unterschied trat auch beim zeitlichen 

Verlauf des pH-Wertes auf. 

 

 
Abb. 47: Einfluss von Transkriptionsfaktoren auf die extrazelluläre Esteraseaktivität. Analyse von Aktivität, 

Biotrockenmasse (BTS), Glucose und pH-Wert im Verlauf der Kultivierung von A. adeninivorans G1212/YRC102 

(A), G1227 (B), G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB (C) und G1212/YRC-TEF1p-ATFGB (D) in HMM-NO3 mit 

Glucose (), Olivenöl (), Tributyrin (), Tripalmitin (), Glycerol (), Hexadecanol (❖) sowie 16-

Hydroxyhexadecansäure (). Die Datenpunkte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten. Die Fehlerbalken 

repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 
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Bei A. adeninivorans G1212/YRC102, G1227 und G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB 

stieg der pH-Wert von 5,95 auf etwa 6,68 an. Im Fall von A. adeninivorans 

G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB nahm der pH-Wert zunächst kurz zu, um zwischen 20 

und 40 h auf etwa 4,5 abzusinken. Anschließend konnte eine erneute Zunahme bis auf 

pH 6,5 nachgewiesen werden. Die entscheidenden Diskrepanzen wurden bei der 

Esteraseaktivität im Kulturüberstand gemessen. Als Parameter für den Vergleich der 

gemessenen Aktivität zwischen den getesteten Stämmen bzw. innerhalb eines Stammes 

mit verschiedenen Zusätzen wurde der Enzymertragskoeffizient YE/S verwendet. Für 

den Ausgangsstamm A. adeninivorans G1212/YRC102 wurde der höchsten 

Ertragskoeffizienten mit 18,34 U gGlucose
-1 bzw. 14,81 U gGlucose

-1 bei Zugabe von 5 mM 

Hexadecanol und 16-Hydroxyhexadecansäure ermittelt. Ohne Zusatz, also nur mit 

Glucose als C-Quelle, konnte ein Wert von 4,75 U gGlucose
-1 bestimmt werden. Olivenöl 

und Tripalmitin führten zu Ertragskoeffizienten von 7,20 U gGlucose
-1 bzw. 

7,00 U gGlucose
-1. Mit 3,53 U gGlucose

-1 und 5,56 U gGlucose
-1 wurden jeweils die Werte für 

Tributyrin und Glycerol errechnet. Demgegenüber wurden bei A. adeninivorans G1227 

deutlich verringerte Werte für sämtliche Zusätze erhalten. So führten Glucose, 

Tripalmitin und Glycerol zu den niedrigsten Werten mit 1,82 U gGlucose
-1,  

1,27 U gGlucose
-1 und 1,08 U gGlucose

-1. Der Einsatz von Tributyrin, Hexadecanol und  

16-Hydroxyhexadecansäure resultierte in mittleren Werten von 3,97 U gGlucose
-1, 

4,53 U gGlucose
-1 und 5,05 U gGlucose

-1. Die höchsten Werte wurden mit 5,99 U gGlucose
-1 

bei Zusatz von Olivenöl erzielt. Im Vergleich zu A. adeninivorans G1212/YRC102 und 

G1227 akkumulierte A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB, mit 

konstitutiver Expression des ATFPB Gens, höhere Esteraseaktivitäten in allen 

untersuchten Medien. Auch hier wurden die höchsten Werte mit 70,72 U gGlucose
-1 und 

62,29 U gGlucose
-1 durch Zusatz von Hexadecanol bzw. 16-Hydroxyhexadecansäure 

gemessen. Für Glucose bzw. Olivenöl, Tributyrin, Tripalmitin und Glycerol als Zusatz 

wurden zueinander ähnliche Werte von 52,79 U gGlucose
-1, 56,86 U gGlucose

-1, 

54,63 U gGlucose
-1, 49,43 U gGlucose

-1 bzw. 51,76 U gGlucose
-1 berechnet. Bei 

A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB wurden ebenfalls erhöhte Werte für 

den Enzymertragskoeffizienten für alle getesteten Medien nachgewiesen. Hierbei führte 

der Zusatz von Tributyrin und Hexadecanol mit 46,28 U gGlucose
-1 bzw. 35,64 U gGlucose

-1 

zu den höchsten Werten. Für Glucose, Olivenöl und Glycerol wurden Werte von 

24,77 U gGlucose
-1, 23,05 U gGlucose

-1 bzw. 24,21 U gGlucose
-1 ermittelt. Die niedrigsten 

Werte von 20,21 U gGlucose
-1 und 20,84 U gGlucose

-1 wurden mit Tripalmitin und  
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16-Hydroxyhexadecansäure ermittelt. Bei einer Analyse der erhaltenen 

Kulturüberstände mittels SDS-PAGE konnten nach Coomassie-Färbung kaum 

Proteinbanden nachgewiesen werden (Abb. 48). Eine Doppelbande mit 12 – 14 kDa 

konnte jedoch in allen Kulturüberständen von A. adeninivorans G1212/YRC102-

TEF1p-ATFPB detektiert werden.  

 
Abb. 48: Einfluss von Transkriptionsfaktoren auf die Proteinsezernierung. SDS-PAGE-Analyse der Kulturüberstände 

von A. adeninivorans G1212/YRC102 (A), G1227 (B), G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB (C) und G1212/YRC-

TEF1p-ATFGB (D) nach der Kultivierung in HMM-NO3 mit Glucose, Olivenöl, Tributyrin, Tripalmitin, Glycerol, 

Hexadecanol sowie 16-Hydroxyhexadecansäure (16-OH-C15-COOH) nach 96 h. 

 

Über die Unterschiede in der Esteraseakkumulation hinaus wurden auch Unterschiede in 

der Morphologie zwischen A. adeninivorans G1212/YRC102, G1227 und 

G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB und G1212/YRC102-TEF1p-ATFGB nachgewiesen 

(Abb. 49). A. adeninivorans G1212/YRC102, G1227 und G1212/YRC102-TEF1p-

ATFPB wuchsen unter den getesteten Bedingungen mit allen Zusätzen als Pseudomycel 

(1 – 21). Für A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB wurde dagegen unter 

allen Bedingungen mycelartiges Wachstum festgestellt. 
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Abb. 49: Einfluss der Transkriptionsfaktoren Atfpbp und Atfgbp auf die Morphologie von A. adeninivorans. 

Mikroskopische Aufnahmen (1.000x Vergrößerung) der Kulturen von A. adeninivorans G1212/YRC102, G1227, 

G1212/YRC102-TEF1p-ATFPB  und G1212/YRC-TEF1p-ATFGB in HMM-NO3 mit Glucose, Olivenöl, Tributyrin, 

Tripalmitin, Glycerol, Hexadecanol sowie 16-Hydroxyhexadecansäure nach 96 h bei 30 °C.  

 

Da auf Proteinebene nicht zwischen Acut1p und Acut2p unterschieden werden kann, 

bzw. die Messung von Esteraseaktivität zu unspezifisch ist, um eine Zuordnung der 

ermittelten Werte zu den drei Cutinasen von A. adeninivorans LS3 zu ermöglichen, 

wurde ein weiteres Experiment durchgeführt, bei welchem die Regulation von ACUT1, 

ACUT2 und ACUT3 auf Ebene der mRNA untersucht werden sollte. A. adeninivorans 

G1212 wurde in 100 mL HMM-NO3 mit Vitaminmix und 1 % Glucose, 1 % Glucose 
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mit 5 mM Olivenöl, 1 % Glucose mit 5 mM Hexadecanol sowie 1 % Glucose mit  

16-Hydroxyhexadecansäure für 48 h bei 30 °C und 180 rpm schüttelnd inkubiert. Eine 

Probeentnahme erfolgte nach 1 h bei noch vorhandener Glucose, nach 24 h ohne 

messbare Glucose und nach 48 h. Zur Analyse wurde die gesamt RNA aus den Proben 

isoliert und in cDNA umgeschrieben. Anschließend wurden RT-PCR und RT-qPCR zur 

relativen Quantifizierung von ACUT1, ACUT2 und ACUT3 bezogen auf das 

Kontrollgen TFIID durchgeführt. In Abb. 50 ist das Ergebnis der optimierten RT-PCR 

(vgl. 2.2.16) dargestellt. Die jeweils nach 21, 24 und 27 Zyklen entstandenen PCR 

Produkte wurden auf einem 2 %igen Agarosegel aufgetrennt und dokumentiert. 

 
Abb. 50: Elektrophoretische Auftrennung der RT-PCR-Produkte von ACUT1, ACUT2, ACUT3 sowie der Kontrolle 

TFIID nach 24 Zyklen. Die Probenahme erfolgte nach 1-, 24- und 48-stündiger Kultivierung von A. adeninivorans 

G1212 in HMM-NO3 mit 1 % Glucose, 1 % Glucose und 5 mM Olivenöl, 1 % Glucose und 5 mM Hexadecanol 

sowie 1 % Glucose und 16-Hydroxyhexadecansäure (16-OH-C15-COOH) bei 30 °C. 

 

Sowohl für die Gene ACUT1, ACUT2, ACUT3 als auch TFIID konnten Banden 

zwischen 75 bp und 200 bp (vgl. Marker) nachgewiesen werden. Dies entsprach den 

zuvor theoretisch berechneten und somit erwarteten Größen (vgl. Tab. 4). Im Fall der 

Kontrolle TFIID war die Intensität der Banden aller Proben relativ gleich. Im Gegensatz 

dazu unterscheidet sich die Bandenintensität im Fall von ACUT1, ACUT2 und ACUT3 
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zwischen den Proben nach den verschiedenen Zeitpunkten stark. So war die Intensität 

nach 1 h Inkubationszeit, also mit noch vorhandener Glucose im Kultivierungsmedium, 

jeweils am schwächsten. Die höchste Intensität kann nach 24 h, also bereits nach dem 

Verbrauch der Glucose festgestellt werden. In den Proben nach 48 h war die 

Bandenintensität bereits wieder verringert. Darüber hinaus konnte bei der PCR zum 

Nachweis der cDNA von ACUT3 eine zusätzliche Bande detektiert werden. Diese 

wurde auf Kontamination mit genomischer DNA zurückgeführt und erschwert die 

Auswertung der Ergebnisse für ACUT3. Einige Nucleotide stromabwärts des ACUT3-

Gens wurde eine PolyA-Sequenz auf der genomischen DNA identifiziert. Bei nicht 

vollständiger Entfernung der genomischen DNA während der RNA-Isolation bzw. der 

Behandlung mit DNAse I erfolgt die cDNA Synthese neben der mRNA auch mit dieser 

PolyA-Sequenz als Template. Dies konnte nicht komplett ausgeschlossen werden und 

führte bei der Vorbereitung der Proben zu schwankenden Mengen an Kontamination 

mit genomischer DNA. Ein Anzeichen dafür war die schwankende Intensität der 

Zusatzbande bei der PCR zur Detektion von ACUT3. 

 

 
Abb. 51: Relative Expression von ACUT1, ACUT2, ACUT3 sowie der Kontrolle TFIID. Die Probenahme erfolgte 

nach 1-, 24- und 48-stündiger Kultivierung von A. adeninivorans G1212 in HMM-NO3 mit 1 % Glucose, 1 % 

Glucose und 5 mM Olivenöl, 1 % Glucose und 5 mM Hexadecanol sowie 1 % Glucose und 16-

Hydroxyhexadecansäure bei 30 °C. Die Höhe der relativen Expression wird durch den ΔΔCT-Wert ausgedrückt. Die 

Farb-Skalierung zeigt die Höhe der ΔΔCT-Werte sowie deren Umrechnung in einen Expressionfaktor unter Annahme 

einer 100 %igen Effizienz der PCR. Die ΔΔCT-Werte wurden durch Bezugnahme auf die Kontrolle TFIID sowie auf 

die entsprechenden Werte der Messreihe Glucose_1h errechnet. Die in den Feldern angegebenen Zahlenwerte 

entsprechen den jeweiligen Mittelwerten, sowie der Standardabweichung der gemessenen Datenpunkte. Die Messung 

erfolgte in Triplikaten.   
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Abb. 52: Relative Expression der Gene ACUT1 (A, B, ), ACUT2 (C, D, ) und ACUT3 (E, F, ). Die 

Expressionswerte sind auf das Kontrollgen TFIID sowie den Wert der Expression mit Glucose als Substrat nach 1 h 

(Glucose +) bezogen. Die verwendeten Abkürzungen stehen für Glucose (Glc), Olivenöl (Ol), Hexadecanol (OH-

C16) und 16-Hydroxyhexadecansäure (16-OH-C15-COOH). Die Höhe der Balken entspricht dem Mittelwert von drei 

Replikaten. Die Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung der drei Messwerte. 

 

Um die aus der RT-PCR erhaltenen Ergebnisse besser einordnen zu können wurde eine 

Quantifizierung mittels RT-qPCR durchgeführt. Die Auswertung erfolgte über die 

ΔΔCT-Methode mit TFIID zur Normalisierung und die Bedingung „Glucose_1 h“ als 

Bezugspunkt. Damit wurden die relativen Expressionen auf diesen Wert bezogen. In 

Abb. 51 sind die durch RT-qPCR ermittelten Daten dargestellt, wobei eine Farbskala 

zur Visualisierung der ΔΔCT-Werte eingeführt wurde. Eine rote Färbung steht für 

negative Werte, welche einer erhöhten Expression im Vergleich zum Bezugswert 

entsprechen. Die sich daraus ergebenen Expressionsfaktoren wurden neben der 

Farbskala dargestellt. Die stärksten Erhöhungen der Expression gegenüber dem 

Bezugswert ließen sich im Fall von ACUT2 ermitteln. Bei den Proben nach 24-stündiger 
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Inkubation mit 1 % Glucose, 1 % Glucose mit 5 mM Olivenöl, 1 % Glucose mit 5 mM 

Hexadecanol sowie 1 % Glucose mit 16-Hydroxyhexadecansäure ergaben sich  

ΔΔCT-Werte von -8,78 ± 0,1, -8,79 ± 0,39, -8,29 ± 0,36 bzw. -7,91 ± 0,16. Damit 

konnte kein zusätzlicher Effekt durch Olivenöl, Hexadecanol und  

16-Hydroxyhexadecansäure festgestellt werden, da bereits der Verbrauch der Glucose 

zu einer 440x erhöhten Expression im Vergleich zum Bezugswert mit Glucose führte 

(vgl. Abb. 52). Nach 48 h war der Expressionswert unabhängig von den 

Kultivierungsbedingungen zwar immer noch erhöht, jedoch bereits niedriger als nach  

24 h. Auch nach Inkubation mit Olivenöl und 16-Hydroxyhexadecansäure für 1 h war 

die Expression mit ΔΔCT-Werten von -1,45 ± 0,04 bzw. -2,14 ± 0,57 bereits im 

Vergleich zur Inkubation mit 1 % Glucose erhöht. Für die relative Expression von 

ACUT1 konnten Unterschiede zu ACUT2 festgestellt werden. Der Verbrauch der 

Glucose führte zu einer schwächeren Erhöhung der Expression mit einem ΔΔCT-Wert 

von -1,83 ± 0,59. Mit -3,82 ± 0,03, -3,85 ± 0,19 und -3,24 ± 0,08 ergab sich 

demgegenüber eine stärkere Erhöhung des Expressionslevels nach 24 h Inkubation mit 

Olivenöl, Hexdecanol bzw. 16-Hydroxyhexadecansäure. Damit wiesen diese Substrate 

einen zusätzlichen Effekt auf. Dies zeigt sich auch im Vergleich zu den Werten nach  

1-stündiger Inkubation, also bei noch vorhandener Glucosekonzentration.  

Bei Hexadecanol und 16-Hydroxyhexadecansäure konnten mit -0,18 ± 0,52 bzw.  

-0,43 ± 0,04 keine signifikant erhöhten Expressionswerte festgestellt werden. Mit einem 

ΔΔCT-Wert von -2,3 ± 0,82 war die relative Expression von ACUT1 mit Zusatz von 

Olivenöl bereits nach 1-stündiger Inkubation erhöht. Im Fall von ACUT3 trat auch eine 

Erhöhung der Expression nach dem Verbrauch der Glucose auf, wobei der größte Effekt 

bei Inkubation mit Hexadecanol und einem ΔΔCT-Wert von -4,12 ± 0,30 nachgewiesen 

werden konnte. Bei Inkubation ohne Zusatz bzw. mit Olivenöl oder  

16-Hydroxyhexadecansäure wurden zueinander ähnliche Werte von -1,85 ± 1,64,  

-1,79 ± 1,09 bzw. -1,22 ± 0,63 ermittelt. Auch im Fall von ACUT3 wurde eine 

Abnahme der relativen Expression nach 48 h gegenüber dem Referenzwert festgestellt. 

Die aus den ΔΔCT-Werten abgeleiteten relativen Expressionen sind in Abb. 52 

dargestellt.  

Um den Einfluss der Glucose auf die Regulation der Cutinasen durch A. adeninivorans 

LS3 mit einer weiteren Methode zu bestätigen, wurden im ersten Schritt Ausstriche von 

A. adeninivorans LS3, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1, G1212/YRC102-TEF1p-

ACUT2 sowie G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3 auf Agar-Platten aus HMM-NO3 mit 
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0,25 % PCL, PBSu oder PLA angefertigt. Dabei wurde eine Testreihe mit 2 % Glucose, 

sowie eine Testreihe ohne Glucose durchgeführt. In Abb. 53 sind fotografische 

Aufnahmen dieser Agarplatten nach 48-stündiger Inkubation bei 30 °C dargestellt. 

 

 
Abb. 53: Wachstum von A. adeninivorans auf Kunststoff-Agarplatten.Es wurden HMM-NO3 Agarplatten mit und 

ohne Glucose (2 %) sowie PCL-, PBSu- bzw. PLA-Nanopartikel (0,25 %) hergestellt, mit A. adeninivorans LS3, 

G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1 G1212/YRC102-TEF1p-ACUT2 G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3 beimpft und bei 

30 °C für 48 h inkubiert. Die Hofbildung wurde als Maß für den Abbau der Kunststoff-Nanopartikel fotografisch 

dokumentiert. 

 

Als Nachweis für die Sezernierung von Cutinasen kann die Bildung eines klaren Hofes 

um die Hefekolonien herum angesehen werden. Auf den Platten mit Glucose konnten 

diese Höfe bei A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1 G1212/YRC102-

TEF1p-ACUT2 G1212/YRC102-TEF1p-ACUT3 für jeden der drei verwendeten 

Kunststoffe detektiert werden. A. adeninivorans LS3 wies dagegen keinen sichtbaren 

Hof auf. Dagegen konnte die Hofbildung bei A. adeninivorans LS3 auf den Platten ohne 

Glucose nachgewiesen werden, wobei diese bei PBSu den größten Radius aufwiesen. 

Um die Zunahme des Hofradius und damit verbunden auch das Wachstum auf den 

entsprechenden Agar-Platten zu verdeutlichen, wurden Verdünnungsreihen von A. 

adeninivorans LS3, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1 sowie G1212/YRC102-TEF1p-

ACUT2 ausgetropft und bei 30 °C inkubiert. Um eine Übertragung von Nährstoffen aus 

der Vorkultur zu verhindern wurden die Zellen vor dem Austropfen mittels 
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Zentrifugation pelletiert und mehrmals mit steriler 0,9 %iger NaCl-Lösung gewaschen. 

Die nach jeweils 24 h, 48 h sowie 96 h erstellten fotografischen Aufnahmen sind in 

Abb. 54 dargestellt. Auch bei diesem Experiment konnte eine stärkere Hofbildung auf 

den Platten ohne Glucose festgestellt werden. Darüber hinaus zeigte sich eine Zunahme 

der Hofradien im zeitlichen Verlauf. Am schlechtesten bauen die sezernierten Cutinasen 

den Kunststoff PLA ab, was sich an den im Vergleich zu PCL und PBSu kleineren 

Hofradien erkennen ließ. 

 

 

Abb. 54: Wachstum von A. adeninivorans LS3, G1212/YRC102-TEF1p-ACUT1 bzw. YRC102-TEF1p-ACUT2 auf 

Kunststoff-Agarplatten. Es wurden HMM-NO3 Agarplatten mit und ohne Glucose (2 %) sowie PCL-, PBSu- bzw. 

PLA-Nanopartikel (0,25 %) hergestellt und mit einer Verdünnungsreihe (8 gBTS L-1) der genannten Stämme durch 

Austropfen beimpft. Nach 24 h und 48 h erfolgte eine fotografische Dokumentation der gewachsenen Kolonien. 
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KAPITEL 4 – DISKUSSION 

Ausgehend von der Analyse der Genomsequenz von A. adeninivorans LS3 (125) 

wurden in dieser Arbeit drei Gene ACUT1, ACUT2 und ACUT3 identifiziert, die für 

putative Enzyme mit cutinolytischer Aktivität codieren. Dies wurde aus einem 

Vergleich der Aminosäuresequenz der Genprodukte Acut1p, Acut2p und Acut3p mit 

verschiedenen bereits bekannten und detailliert untersuchten Cutinasen abgeleitet. 

Dabei konnten auch potentielle konservierte Domänen identifiziert werden, die einen 

Einfluss auf die katalytische Aktivität haben könnten. Darüber hinaus wurden mögliche 

dreidimensionale Strukturen auf der Basis einer Homologie-Modellierung erstellt und 

analysiert (vgl.4.1). 

Nach erfolgreicher konstitutiver Expression der drei Gene mit Hilfe der 

A. adeninivorans Transformations-/Expressions-Plattform wurden die rekombinanten 

Cutinasen Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp mittels IMAC gereinigt und 

biochemisch charakterisiert. Dabei wurden neben dem Temperatur- und pH-Optimum, 

die Stabilität, der Einfluss verschiedener Co-Faktoren sowie das Substratspektrum 

bestimmt. Hierbei wurde u. a. der Abbau von Cutin als natürlicher und Polycaprolacton 

als künstlicher Polyester nachgewiesen. Bereits diese Untersuchungen weisen auf ein 

hohes Potenzial dieser Enzyme bezüglich industrieller Anwendungen hin (vgl. 4.2). 

Um ausreichende Enzymmengen für derartige Anwendungen bereitzustellen, wurden 

nach Optimierung der Kultivierungsmedien zwei verschiedene Fed-Batch 

Fermentationsstrategien getestet. Diese sollten neben einer möglichst hohen 

Enzymkonzentration sowie einer hohen Raum-Zeit-Ausbeute auch einen hohen 

Automatisierungsgrad aufweisen (vgl. 4.3). 

In Anschluss daran wurde das Anwendungspotenzial von Acut1p-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp bezüglich Abbau verschiedener industriell bedeutsamer Kunststoffe, wie 

PCL, PBSu, PLA, PHB und P(HB-HV) analysiert (vgl. 4.4). 

Abschließend wurde die Genregulation von ACUT1, ACUT2 und ACUT3 analysiert. 

Ziel hierbei war, die biologische Funktion der putativen Cutinasen in A. adeninivorans 

LS3 näher zu charakterisieren. Dabei wurden u.a. putative Transkriptionsfaktoren 

isoliert, die die Expression der Gene ACUT1, ACUT2, und ACUT3 beeinflussen  

(vgl. 4.5). 
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4.1 Sequenzvergleich und Struktur  

Im Rahmen dieser Arbeit wurde zunächst ein Vergleich der Primärstruktur von Acut1p, 

Acut2p und Acut3p mit verschiedenen aus der Literatur bekannten Cutinasen und 

Cutinase ähnlichen Enzymen aus F. solani f. sp. pisi, S. sclerotiorum, S. conigenus, 

M. fructicola, T. asahii sowie P. antarctica durchgeführt (71, 80, 166–169). Dabei 

konnten für jedes der drei A. adeninivorans Enzyme charakteristische Domänen 

identifiziert werden, die sowohl für die Struktur als auch für die katalytische Aktivität 

von entscheidender Bedeutung sind. Von Position 105 – 110 reicht die GYSQG-

Domäne mit dem Serin107, welches das Hauptelement der katalytischen Triade 

darstellt. Die übrigen beiden Aminosäuren der Triade, Asparaginsäure und Histidin in 

Position 184 bzw. 199, wurden ebenfalls identifiziert. Die S-D-H Triade mit der 

GYSQG-Domäne kann u. a., neben den bereits genannten, auch bei Cutinasen von 

Aspergillus niger, Aspergillus nidulans, Aspergillus oryzae und Thielavia terrestris 

gefunden werden (170–174). Auch die für die Strukturbildung und -erhaltung 

wichtigen, an der Ausbildung von Disulfidbrücken beteiligten Cysteinreste konnten in 

den Positionen 28 und 100 bzw. 180 und 187 gefunden werden. Die 

Schwefelbrückenbindung zwischen Position 180 und 187 wird als entscheidend für die 

Ausprägung der katalytischen Triade erachtet. Sie stabilisiert einen Loop, der den 

Asparaginsäurerest der Triade enthält und in räumliche Nähe zum Histidin bringt. In 

Simulationen konnte ein Zusammenhang zwischen dem Vorhandensein dieser Brücke 

und der Aktivität, sowie dem Substratspektrum gezeigt werden (175). 

Anschließend wurde unter Verwendung des I-TASSER Server, mittels Homologie-

Modellierung, eine mögliche dreidimensionale Struktur von Acut1p, Acut2p und 

Acut3p abgeleitet. Dabei wurden stark variierende Score-Werte der einzelnen Modelle 

festgestellt. Die mit Werten von -2,50 und -2,51 niedrigsten C-Scores wurden für 

Acut3p und Acut1(+)gtsp erhalten. Auf einer Skala von typischerweise -5 bis 2 können 

diese als Modelle mit eher niedriger Qualität eingeordnet werden. Der Vergleich mit 

den C-Scores von Acut1p, Acut2p und Acut3(-)gtsp deutet auf die C-terminale  

GTS-Sequenz als Ursache hin. Acut3(-)gtsp stellt eine in Rahmen der 

Dissertationsarbeiten konstruierte Variante von Acut3p ohne die GTS-Sequenz dar und 

erreichte einen C-Score von 1,27, der mit denen von Acut1p und Acut2p vergleichbar 

ist. Bei der Betrachtung des TM-Scores wird der negative Einfluss der GTS-Sequenz 

auf die Modellqualität nochmals deutlich. Dieser sollte einen Wert von  
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0,5 überschreiten, wenn eine Homologie gegeben ist. Werte <0,17 deuten dagegen auf 

zufällige Ähnlichkeiten hin. Tatsächlich wurden für die Modelle von Acut1p, Acut2p 

und Acut3(-)gtsp entsprechend hohe Werte von ca. 0,9 erreicht, während Acut3p und 

Acut1(+)gtsp mit der C-terminalen GTS-Sequenz mit 0,42 die Marke von 0,5 nicht 

überschritten hat. Es lag kein Protein in der Datenbank von I-TASSER vor, welches 

eine entsprechende C-terminale Sequenz enthält und von dem die Kristallstruktur 

bestimmt wurde. Daher konnte auch keine Homologie gefunden werden. Trotzdem 

wurde der katalytisch aktive Teil der untersuchten Proteine modelliert. 

Die erhaltenen Strukturen wiesen eine α/β-Hydrolase-Struktur mit räumlicher Nähe zur 

S-D-H Triade auf. Zu den typischen Vertretern der α/β-Hydrolasen gehören 

Serinhydrolasen aus der Gruppe der Esterasen (Lipase, Cutinase) als auch der Proteasen 

(176). Es konnten auch die bereits angesprochenen Disulfidbrücken in den Modellen 

wiedergefunden werden. Außerdem wurden für alle drei Cutinasen eine putative 

Substratbindeschleife sowie die sogenannte „Flap-Helix“ identifiziert (Abb. 14). Diese 

ist ein Unterscheidungsmerkmal zwischen Lipasen und Cutinasen. Lipasen weisen in 

der Regel eine stark ausgeprägte „Flap-Helix“ auf. Bei Vorhandensein einer Lipid-

Wasser-Grenzfläche erfolgt eine Konformationsänderung, die die katalytische Aktivität 

ermöglicht (87). Ähnliche Strukturen wurden auch bei Cutinasen nachgewiesen  

(177–179). Jedoch sind die „Flap-Helices“ der Cutinasen weniger ausgeprägt. Die 

F. solani f. sp. pisi Cutinase weist nur eine kleine Klappe in Form einer Helix auf (86). 

Bei den modellierten Strukturen von Acut1p, Acut2p und Acut3p konnte diese Klappe 

nicht in Form einer Helix, sondern als Schleife gefunden werden. Die Aminosäurereste, 

die für die Ausbildung der Helix benötigt werden, sind im Vergleich zu FsCutp nicht 

vorhanden. Dies wurde auch im Sequenzvergleich bei den cutinolytischen Enzymen von 

Cryptococcus sp. 2 (Ccle) und Pseudozyma antarctica (PaCle) gezeigt. 

Trotz der hohen strukturellen Übereinstimmung von Acut1p, Acut2p und Acut3p, die 

sich durch die Homologie-Modellierung mit Cutinasen bekannter Struktur ergeben hat, 

muss auf den theoretischen Charakter der gezeigten Darstellungen hingewiesen werden. 

Es handelt sich nicht um experimentell bestätigte dreidimensionale Strukturen, sondern 

um Modelle. Jedoch konnte bereits hier mit der Ausprägung von zwei Faltungsdomänen 

bei Acut3hp eine Besonderheit dieser Cutinase herausgestellt werden. Die erste Domäne 

entspricht dem katalytisch aktiven Teil mit den genannten Eigenschaften, während die 

zweite die Glycin-Threonin-Serin reiche C-terminale GTS-Sequenz umfasst. Weder 
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beim Sequenzvergleich, noch bei der Modellierung konnten Cutinasen bzw. Cutinase 

ähnliche Enzyme gefunden werden, die eine derartige Sequenz aufweisen. Einzige 

Ausnahme ist eine Cutinase aus A. nidulans (Q5AVY9 (CUTI2_EMENI)) mit einer 

Serin-reichen C-terminale Sequenz, die jedoch im Vergleich zur zweiten Domäne von 

Acut3p verkürzt ist (170). Darüber hinaus befinden sich neun Serine in Folge auf dieser 

Aspergillus-Sequenz, was ebenfalls einen Unterschied zu Acut3p darstellt. Der Einfluss 

der C-terminalen Peptidkette von Acut3p auf die biochemischen Eigenschaften des 

Enzyms wurde in dieser Arbeit näher untersucht. 

4.2 Biochemische Charakterisierung 

Die während dieser Arbeit erstellten transgenen Stämme von A. adeninivorans wurden 

erfolgreich zur Synthese von rekombinanten Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp 

sowie der Varianten Acut1(+)gts-6hp und Acut3(-)gts-6hp eingesetzt. Die aus diesen 

Hefestämmen akkumulierten, mit einem 6xHis-Tag ausgestatteten Proteine wurden 

mittels Metallaffinitätschromatografie (IMAC) bis zur Homogenität gereinigt. Dabei 

wurden spezifische Aktivitäten zwischen 160,62 ± 10,06 U mg-1 (Acut3(-)gts-6hp) und 

959,56 ± 91,57 U mg-1 (Acut1-6hp) für die Hydrolyse von pNP-Butyrat gemessen. 

Diese Werte sind mit gereinigten Cutinasen zum Beispiel aus Thielavia terrestris 

vergleichbar und deuten auf eine hohe Reinheit hin (173). Dies ermöglichte die 

Durchführung einer biochemischen Charakterisierung. 

Sowohl Acut1-6hp, Acut2-6hp als auch Acut3-6hp lassen sich bezüglich der 

bestimmten pH-Optima von 5,0 bzw. 5,5 in eine Gruppe mit Cutinasen aus A. niger 

einordnen (171, 172). Im Gegensatz zur Cutinase aus Sirococcus conigenus konnte 

jedoch keine Aktivität bei pH-Werten von 3,0 nachgewiesen werden. Aus diesem 

Grund können Acut1p, Acut2p und Acut3p nicht zu den sauren Cutinasen gezählt 

werden, welche auch unterhalb von pH 3,0 noch Aktivität aufweisen. FsCut-6hp konnte 

mit einem pH-Optimum von 8,0 bis 9,0 deutlich von den Arxula-Cutinasen abgegrenzt 

werden. Dieses Optimum wurde bereits mehrfach experimentell bestätigt und beweist 

die Korrektheit der verwendeten Methodik (85). Es sind weitere Cutinasen aus 

pflanzenpathogenen Pilzen wie Glomerella cingulata, aber auch Hefen wie Pseudozyma 

antarctica, bekannt, deren pH-Optimum ebenfalls in diesem Bereich liegt  

(71, 180, 181). Ein Optimum bei sauren pH-Werten, d. h. unter pH 4, wird in der 

Literatur vor allem als vorteilhaft für Anwendungen in der Lebensmittelindustrie bzw. 

für den Einsatz in Veresterungen angesehen (182). Die Entfernung der GTS-Sequenz 
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von Acut3p hatte eine geringfügige Verschiebung des pH-Optimums von 5,5 hin zu 5,0 

zur Folge. Dies konnte aus dem Optimum von Acut3(-)gts-6hp geschlossen werden. 

Dieser Unterschied ist jedoch nur marginal. 

Mit optimalen Reaktionstemperaturen von 20 °C bis 30 °C gehören Acut1-6hp,  

Acut2-6hp und Acut3-6hp zu den mesophilen Hydrolasen, deren Optimum unter dem 

anderer Cutinasen liegt. Zum Beispiel erreichen Cutinasen von Thielavia terrestris 

Temperatur-Optima von 50 und 55 °C (174). Das mit Abstand höchste Optimum von 65 

– 70 °C besitzt ein Cutinase ähnliches Enzym von Thermobifida fusca (73). 

Krishnamoorthy und Venkata Dasu (183) synthetisierten zwei weitere ursprünglich aus 

diesem thermophilen Bakterium stammende cutinolytische Enzyme in Escherichia coli 

BL21. Diese wiesen ebenfalls ein Optimum von 55 °C auf. Für Acut1-6hp und Acut2-

6hp konnte eine geringe Stabilität gegenüber Temperaturen von über 30 °C 

nachgewiesen werden. Dies wurde auch bei den Cutinasen aus F. solani f. sp. pisi,  

A. oryzae und Glomerella cingulata gezeigt (184, 185). Demgegenüber sind auch 

stabilere Cutinasen beschrieben, deren Aktivität erst bei Temperaturen 50 °C negativ 

beeinflusst wird. Dazu gehören die bereits genannten Cutinasen von T. terrestris und 

T. fusca (108, 174, 183). Auch Acut3-6hp gehört zu den stabileren Cutinasen, da auch 

nach zweistündiger Inkubation bei 50 °C kein Aktivitätsverlust messbar war.  

Als Ursache für den Unterschied in der Stabilität zwischen Acut3-6hp und Acut1-6hp 

bzw. Acut2-6hp wurde die C-terminale GTS-Sequenz von Acut3-6hp postuliert.  

Eine Analyse der Temperatur-Stabilität von Acut3(-)gts-6hp wies durch eine 

Verringerung der Halbwertszeit bei 50 °C um den Faktor 12 sowie einer messbaren 

Halbwertszeit von 16,5 h bei 40 °C auf einen Einfluss dieser Peptidkette auf die 

Stabilität von Acut3-6hp hin. Der Versuch diesen Effekt auf Acut1-6hp zu übertragen 

war erfolgreich. Dies wurde durch die Erhöhung der Halbwertszeit von Acut1(+)gts-6hp 

von 1,2 h auf 9,6 h (8x) bei 40 °C bzw. von 0,9 h auf 1,7 h (1,89x) bewiesen. Jedoch 

konnte Acut1(+)gts-6hp nicht die Stabilität von Acut3-6hp erreichen. Auf der anderen 

Seite wies Acut3(-)gts-6hp immer noch eine höhere Stabilität verglichen mit Acut1-6hp 

auf. Dies lässt weitere Einflussfaktoren auf die Temperaturstabilität, wie zum Beispiel 

in der dreidimensionalen Struktur, vermuten. Eine zugrundeliegende Ursache für die 

stabilisierende Wirkung der GTS-Region könnte in der Glykosylierung liegen.  

Es konnte eine starke Glykosylierung bei Acut3-6hp und Acut1(+)gts-6hp 

nachgewiesen werden, jedoch nicht bei Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3(-)gts-6hp. 

Demnach muss innerhalb dieser Sequenz mindestens eine Glykosylierungsstelle 
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enthalten sein. Die Suche nach Glykosylierungsstellen mit den Servern Glycosylation 

Predictor, NetOGlyc 1.0 sowie NetNGlyc 1.0 lieferte dabei 21 bzw. 20 putative  

O-Glykosylierungsstellen und keine N-Glykosylierungsstellen in der GTS-Sequenz.  

Die nativen molekularen Massen der rekombinanten Cutinasen sprechen ebenfalls für 

eine starke Glykosylierung in der GTS-Sequenz. So wurde für Acut3-6hp eine fast 

doppelt so hohe native molekulare Masse bestimmt als theoretisch berechnet wurde. 

Dies wurde zuvor mit dessen Auftreten als Dimer erklärt (186), könnte jedoch auch auf 

die Glykosylierung zurückführbar sein. Eine erneute Bestimmung der nativen 

molekularen Masse führte zu einem Wert von ca. 46 kDa. Dies entspricht einem um den 

Faktor 1,6x erhöhten Wert im Vergleich zur theoretischen molaren Masse.  

Bei Acut1(+)gts-6hp beträgt dieser Faktor 1,4x und ist damit mit dem Wert von  

Acut3-6hp vergleichbar. In der Literatur sind bereits verschiedene Modelle für die 

thermische Inaktivierung von Cutinasen postuliert (187). U. a. beschrieben Shirke et al. 

(188) ein Modell für die thermische Inaktivierung von Cutinasen, bei welchem die 

Aggregation und die Denaturierung bei höheren Temperaturen dominieren. Dabei 

finden zunächst eine reversible Umfaltung des Proteins und eine reversible Aggregation 

statt, die mit zunehmender Inkubationsdauer und Temperatur in einen irreversiblen 

Zustand übergeht. Die Glykosylierung wurde dabei als inhibitorisch für die Aggregation 

postuliert. Es konnte eine Erhöhung der Denaturierungstemperatur in Folge der 

Glykosylierung nachgewiesen werden. Ein ähnlicher Effekt könnte auch die Ursache für 

die erhöhte Stabilität von Acut3-6hp im Vergleich zu Acut3(-)gts-6hp sein. Shirke et al. 

(188) waren auch in der Lage diesen Effekt auf eine Cutinase von A. oryzae zu 

übertragen. Vergleichbares ist in dieser Arbeit mit der Erhöhung der Stabilität von 

Acut1(+)gts-6hp gegenüber Acut1-6hp gelungen. Es besteht ein großes Interesse an der 

Erhöhung der Temperaturstabilität von Cutinasen, da eine effektive Hydrolyse von 

Kunststoffen nur in der Nähe der Glasübergangstemperatur durchführbar ist. So besitzt 

zum Beispiel Cutin aus Tomaten eine Übergangstemperatur zwischen 18 und 23 °C 

(189), was genau im Bereich der höchsten Aktivität von Acut1-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp liegt. PET dagegen besitzt eine Übergangstemperatur von etwa 70 °C, 

wodurch eine Hydrolyse von diesem Polymer durch die Cutinasen von A. adeninivorans 

nur sehr verlangsamt ablaufen würde. Trotzdem ist der in dieser Arbeit erzielte Effekt 

der Erhöhung der Temperaturstabilität durchaus vergleichbar mit in der Literatur 

beschriebenen Ansätzen. Zum Beispiel wurde die Halbwertszeit der Cutinase von 

Glomerella cingulata durch Entfernung eines Asparaginrestes bei 50 °C um den Faktor 
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2,7x erhöht (185). Als weiteres Beispiel kann die Erhöhung der Stabilität der A. oryzae 

Cutinase durch rationales Design angeführt werden, was zu einer 10fachen Erhöhung 

der Halbwertszeit bei 60 °C führte (190). Dabei konnte jedoch keine Erhöhung des 

Temperatur-Optimums erreicht werden. Ein ähnlicher Effekt tritt auch bei der 

Betrachtung der Optima von Acut1-6hp bzw. Acut2-6hp im Vergleich zu Acut3-6hp 

auf. Acut3-6hp wies bei einer höheren Stabilität (50 °C für 4 h) nur ein Optimum 

zwischen 20 – 45 °C mit einem Maximum bei 30 °C auf und liegt damit genau im 

Bereich von Acut2-6hp. Ohne eine Erhöhung der Aktivität bei höheren Temperaturen 

könnte der Effekt der erhöhten Stabilität ohne Einfluss auf die Polymerspaltung bei 

50 °C oder 60 °C bleiben. Der in dieser Arbeit unternommene Versuch die 

Temperaturstabilität des nicht cutinolytischen Enzyms Tannase unter Verwendung der 

GTS-Sequenz von Acut3p zu erhöhen war nur zum Teil erfolgreich. Zwar konnte die 

Halbwertzeit bei 40 °C um 9,1 % erhöht werden, jedoch ist diese Erhöhung nicht von 

praktischer Relevanz. Dieser Effekt könnte aus der Glykosylierung als 

stabilitätserhöhende Eigenschaft resultieren. Da Atan1p bereits stark glykosyliert 

vorliegt (130, 131), bewirkt eine zusätzliche Glykosylierung keine starke Erhöhung der 

Temperaturstabilität. 

Eine Erhöhung der Temperaturstabilität sowie der pH-Stabilität in vergleichbarem 

Ausmaß wurde auch durch Zugabe von PEG200 erreicht. Darüber hinaus erhöhte 

PEG200 auch die Aktivität von Acut2-6hp und Acut3-6hp auf 200 % bzw. Acut1-6hp 

auf 150 %. Ein ähnlicher Effekt wurde für die Stabilisierung einer  

Lipase von Chromobacterium viscosum in reverse Mizellen in  

Na-Bis(2-Ethyl-L-Hexyl)sulfosuccinat(AOT)-Isooktan durch PEG400 beschrieben. 

Hier wurde eine Erhöhung der Halbwertzeit von 38 Tage auf 60 Tage erzielt (191). 

Gomes et al. (192) nutzten PEG200 für die Formulierung eines Cutinasepräparates.  

In einem Gemisch aus 2,5 % v/v Glycerol, 7,5 % (NH4)2SO4 und 7,5 % v/v PEG200 

konnte eine Lagerung für 60 Tage bei 28 °C ohne Verlust an Stabilität erfolgen.  

DEG führte ebenfalls zu einer Stabilisierung und Aktivitätserhöhung von Acut1-6hp, 

Acut2-6hp und Acut3-6hp. Dieser Effekt könnte seine Ursache, genau wie im Fall der 

Glykosylierung, in der Verhinderung der Aggregation haben. Arakawa und Timasheff 

(193) führten Untersuchungen zur Stabilisierung von Enzymen mit Osmolyten durch 

und identifizierten die Inhibition der Aggregation als dominierenden stabilisierenden 

Effekt. In der vorliegenden Arbeit konnten auch Alkohole wie Ethanol und Isopropanol 

als Stabilisatoren der Cutinasen von A. adeninivorans identifiziert werden.  
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Jedoch wurde ausnahmslos eine Verringerung der Aktivität festgestellt. Der 

stabilisierende Effekt der Alkohole auf andere Cutinasen wurde ausgiebig untersucht 

(105). Zum Beispiel wurde durch Verwendung von n-Hexanol eine Erhöhung der 

Halbwertszeit der F. solani f. sp. pisi Cutinase in AOT-Isooktan reverse Mizellen von 

2,7 h auf 159 Tage erreicht (194). Eine weitere Besonderheit von Acut3-6hp muss an 

dieser Stelle herausgestellt werden. Der Einsatz von Aceton führte zu einem Anstieg der 

relativen Aktivität von Acut3-6hp auf im Durchschnitt 300 %. Dieser Effekt konnte 

weder bei Acut1-6hp, Acut2-6hp noch bei Acut3(-)gts-6hp bestimmt werden. Demnach 

könnte die GTS-Region von Acut3-6hp als Ursache vermutet werden. Jedoch konnte 

dieser Effekt nicht auf Acut1-1s-6hp übertragen werden. Dies deutet auf einen 

strukturellen Unterschied zwischen Acut3-6hp und Acut1(+)gts-6hp hin, der den 

aktivitätserhöhenden Effekt verhindert. Dies wurde bereits bei der Temperatur-Stabilität 

von Acut1(+)gts-6hp im Vergleich zu Acut3-6hp festgestellt. 

Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp wiesen ein für viele Cutinasen typisches 

Substratspektrum mit der höchsten Aktivität für pNP-Ester und -Triglyceride kurzer und 

mittlerer Kettenlängen auf (71, 174). Im Unterschied zu Acut3-6hp mit pNP-Butyrat 

(C4) konnte für Acut1-6hp und Acut2-6hp ein Optimum für pNP-Caproat (C6) 

gemessen werden. Dies ergab sich aus dem Zusammenspiel von Substrataffinität und 

Reaktionsgeschwindigkeit. Die höchste Substratbindungsaffinität wurde bei 

Kettenlängen zwischen C8 und C10, aber die höchste Umsatzrate bei kurzen 

Kettenlängen zwischen C4 und C6 erreicht. Im Gegensatz zu klassischen Esterasen 

sowie zu den Acetylxylanesterasen wurde nur eine sehr niedrige Aktivität für  

pNP-Acetat bestimmt (178, 195–198). In der Literatur sind auch Cutinasen mit höheren 

Aktivitäten für pNP-Acetat beschrieben (167, 199, 200). Die niedrigen Aktivitäten der 

Cutinasen für langkettige pNP-Ester wird bei Martinez et al. (80) durch das Fehlen einer 

großen hydrophoben Domäne in der Region um das aktive Zentrum herum begründet. 

Für Acut3(-)gts-6hp wurden im Vergleich zu Acut3-6hp nur Veränderungen in den 

Beträgen von kM und kcat bzw. kcatkM
-1 festgestellt. Ähnliches wurde für Acut1(+)gts-

6hp gezeigt. In beiden Fällen änderte sich das Substratspektrum durch das Entfernen 

bzw. Hinzufügen der GTS-Sequenz nicht. Einen größeren Einfluss könnten die 

unterschiedlichen Aminosäuren aufweisen, die jeweils gegenüber dem Substratbinde-

Loop angeordnet sind. Wie in Abb. 14 (C – E) dargestellt, besitzt Acut3p an dieser 

Stelle mit Alanin einen kleineren Aminosäurerest als Acut1p und Acut2p mit 

Phenylalanin bzw. Tryptophan. Ein Austausch eines Alanins in dieser Region bei der 
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Cutinase von F. solani f. sp. pisi mit Phenylalanin bzw. Tryptophan führte zu einer 

Erhöhung der Aktivität und einer Verschiebung des Kettenlängenoptimums von C4 zu 

C6 (85). Insgesamt waren die Aktivitäten für die Hydrolyse von pNP-Acetat, -Laureat 

sowie -Palmitat zu gering um eine sichere Bestimmung der kinetischen Parameter 

durchführen zu können, wie es auch beim Vergleich der berechneten Modellverläufe 

mit den experimentell ermittelten Umsatzraten zu erkennen ist (vgl. Abb. 29).   

Für die Einteilung und Bezeichnung von Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp als 

Cutinasen bzw. Enzyme mit cutinolytischer Aktivität musste neben dem 

Substratspektrum für pNP-Ester auch ein Nachweis für den Abbau von Polymeren 

erfolgen. Ein in der Literatur häufig verwendetes Modellsubstrat für Cutinasen, das 

Homopolymer PCL, wurde dafür als Indikator verwendet (71, 112, 157, 172, 201). Über 

die in Abb. 31 gezeigte Hofbildung konnte der enzymatische Abbau von PCL durch 

Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp nachgewiesen werden. FsCut-6p diente als 

Positivkontrolle für cutinolytische Aktivität. Da auch bestimmte Lipasen als PCL 

abbauend beschrieben wurden (202), musste zusätzlich der Nachweis des Abbaus von 

Cutin erbracht werden. Dies geschah im ersten Schritt über Farbänderung des pH-

Indikators Bromphenolblau in Folge der Fettsäurefreisetzung durch die enzymatische 

Hydrolyse von Apfelcutin. In einem zweiten Schritt wurden die Hydrolyseprodukte 

nach 96-stündiger Inkubation auf einer Kieselgelplatte dünnschichtchromatografisch 

getrennt. Dabei konnten für Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp sowie für die 

Positivkontrolle FsCut-6hp identische Spots mit Retardationsfaktoren von RF-0,43,  

RF- 0,51, RF-0,63 und RF-0,74 nachgewiesen werden. Bei ähnlichen Experimenten 

wurden mit RF-0,34, RF-0,51 und RF-0,72 Spots erhalten und als 9,10,8-Trihydroxy-

C18, 10,16-Dihydroxy-C16 und ω-hydroxy-C16 bzw. C18 identifiziert (156, 203). 

Abweichungen bei den Retardationsfaktoren wurden bei Nyyssölä et al. (167) gefunden. 

Hier wurde der Retardationsfaktor der Trihydroxyfettsäuren mit RF-0,41 statt  

0,34 bestimmt. Di- und Monohydroxyfettsäuren wurden dabei nicht detektiert. Damit 

können Acut1-6hp, Acut2-6hp und Acut3-6hp als Serinhydrolasen mit cutinolytischer 

Aktivität bezeichnet werden. 

4.3 Kultivierungsbedingungen und Fermentation 

Um eine Vorauswahl der geeignetsten Medienbedingungen für die Synthese der 

rekombinanten Cutinasen von A. adeninivorans treffen zu können, wurde eine 

Vergleichskultivierung in HVM, HMM-NH4 und HMM-NO3 durchgeführt. Bezüglich 
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des Hefewachstums wurde der höchste Ertrag bei Nutzung von HVM erzielt. Dies ist 

auf die Bereitstellung von Pepton und Hefeextrakt als zusätzliche Energie- und leicht 

verfügbare Stickstoffquelle zurückzuführen. Im Vergleich zwischen HMM-NH4 und 

HMM-NO3 wurde Ammonium als besser verfügbare Stickstoffquelle identifiziert, was 

sich durch einen leicht höheren Ertragskoeffizienten ausdrückte. Jedoch wurde in Folge 

des Verbrauchs von Ammonium eine sehr starke Abnahme des pH-Wertes auf etwa  

pH 2,3 ermittelt. Dies führte zu einem Aktivitätsverlust und einem Abbau der gebildeten 

rekombinanten Cutinasen, was auch per SDS-PAGE und Western-Blot nachgewiesen 

werden konnte. Dabei haben sich Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp als stabiler bezüglich 

der sauren pH-Bedingungen erwiesen, was in einer längeren Phase der Akkumulation 

resultierte. Im HMM-NO3 dagegen blieb der pH-Wert weitestgehend stabil, wodurch 

auch eine stabile Akkumulation aller rekombinanten Cutinasen erfolgte. Dabei wurden 

die höchsten Aktivitäten für Acut1-6hp und Acut2-6hp gemessen. Die maximalen 

Aktivitäten wurden jedoch im HVM erzielt. Durch einen Anstieg des pH-Wertes in der 

späteren Phase der Kultivierung nahm die Aktivität von Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp 

ab. Trotz der höheren Stabilität bei sauren pH-Werten muss eine geringere Stabilität von 

Acut3-6hp und Acut3(-)gts-6hp bei leicht basischen pH-Werten diagnostiziert werden. 

Die optimale Stickstoffquelle für die Akkumulation von Arxula-Cutinasen enthält den 

Ergebnissen zufolge Ammonium oder Aminosäuren. Bei deren Verwendung ist jedoch 

auf Konstanthaltung des pH-Wertes zu achten. Bei der Kultivierung in Bioreaktoren 

stellt die Regulierung des pH-Wertes kein Problem dar. Bei Schüttelkolben-

Kultivierung empfiehlt sich auf Grund des stabilen pH-Wertes die Verwendung von 

HMM-NO3. Alternativ kann das HMM-NH4 auch über einen Puffer reguliert werden. 

Entsprechende Untersuchungen und daraus folgende Empfehlungen können bei 

Stöckmann et al. entnommen werden (204). 

Auf Basis der Ergebnisse der Medienoptimierung wurde ein Fermentationsmedium 

erstellt welches für die Produktion der rekombinanten Cutinasen verwendet wurde. 

Hierfür wurden zwei Fed-Batch-Strategien getestet. Strategie A beinhaltete die 

Fütterung mit einer hochkonzentrierten Glucoselösung bei gleichzeitiger 

Stickstoffversorgung über Ammoniak, welches als Korrekturmedium für die  

pH-Regelung eingesetzt wurde. Die Geschwindigkeit der Glucoszugabe wurde manuell 

anhand des Hefewachstums reguliert. Bei Strategie B wurden zwei Feed-Ströme 

getrennt für Glucose und Stickstoff verwendet. Die Anpassung an das Hefewachstum 

erfolgte automatisch über die wachstumsbedingte Sauerstoff-Aufnahmerate.  
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Beide Strategien führten zu einer hohen Akkumulation der extrazellulären Cutinasen 

mit Höchstwerten von 1.064 U mL-1 Acut2-6hp (Strategie A) und 901 U mL-1  

Acut2-6hp (Strategie B). Auf den Gesamtprozess bezogen wurden dabei vergleichbare 

Raum-Zeit-Ausbeuten von 7.800 U L-1 h-1 (A) und 9.800 U L-1 h-1 (B) erreicht. Bei 

Strategie B konnte jedoch eine bessere Glucoseverwertung, ausgedrückt im 

Enzymertragskoeffizienten von 5.160 U gGlucose
-1 im Vergleich zu 3.600 U gGlucose

-1, 

festgestellt werden. Dies kann mit einem Überschuss an Glucose in der letzten Phase 

der Fütterung von Strategie A erklärt werden. In dieser Phase wurde nur ein Bruchteil 

der Glucose für die Synthese von Acut2-6hp aufgewendet. Der Überschuss wird auch 

bei der Betrachtung der SDS-PAA-Gele deutlich. In Abb. 36 sind eine Vielzahl von 

zusätzlichen Proteinbanden im Kulturüberstand der Fermentation zu erkennen, sodass 

für Acut2-6hp nur ein Anteil von etwa 10 % bestimmt wurde. Im Vergleich dazu wies 

das SDS-PAA-Gel in Abb. 37 (B) eine niedrigere Anzahl zusätzlicher Proteinbanden 

und damit eine höhere Reinheit von Acut2-6hp von >50 % auf. Unter Bezugnahme der 

hohen Raum-Zeit-Ausbeuten von 10.181 U L-1 h-1 bzw. 20.276 U L-1 h-1 in den ersten 

beiden Fütterungsphasen kann Strategie A diesbezüglich favorisiert werden. Jedoch 

sollte eine bessere Regelung der Fütterungsrate genutzt werden, um einen 

Glucoseüberschuss zu verhindern und damit eine höhere Reinheit zu erzielen. 

Diesbezüglich wurden die Vorteile von Strategie B deutlich. Durch die Entkopplung der 

Stickstoffversorgung und der pH-Regelung kann Strategie B auch unabhängig vom 

Substrat verwendet werden. Strategie A ist auf die Absenkung des pH-Wertes in Folge 

des Wachstums angewiesen. Dieser Effekt tritt beispielsweise nicht bei der Verwendung 

von Glycerol oder Sorbitol auf. Hierbei würde der pH-Wert ansteigen, wodurch die 

Stickstoffversorgung nicht mehr gewährleistet wäre. In Abhängigkeit von der 

technischen Ausstattung könnte anstelle der Sauerstoffaufnahmerate in Strategie B auch 

die CO2-Konzentration in der Abluft als Regelparameter verwendet werden.  

Insgesamt betrachtet liegen die erzielten Aktivitäten und Enzymertragskoeffizienten 

bereits in akzeptabler Höhe. Dies unterstreicht das Potenzial der Cutinasen von 

A. adeninivorans für industrielle Anwendungen. Bei vergleichbaren Fermentationen zur 

Synthese von F. solani f. sp. pisi Cutinase wurden Aktivitäten zwischen 113 U mL-1 

und ca. 900 – 1.000 U mL-1 erreicht (205–207). In Abhängigkeit der verwendeten 

Zusammensetzung der C-Quellen wurden Enzymertragskoeffizienten von  

3.200 – 13.100 U gGlucose
-1 erzielt (205). Im Vergleich dazu wurden in dieser Arbeit 

zwischen 1.000 und ca. 5.000 U gGlucose
-1 erreicht. 
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4.4 Abbau von Polyestern 

Eine oft angestrebte Anwendungsmöglichkeit für Cutinasen ist der Abbau von 

Polyestern. Aus diesem Grund wurde im Verlauf dieser Arbeit untersucht, ob die 

Cutinasen von A. adeninivorans ebenfalls in der Lage sind derartige Polymere zu 

spalten. Hierfür wurden Nanopartikel-Suspensionen von PCL, PBSu, PLA, PHB und 

P(HB-HV) hergestellt und mit Agar immobilisiert. Der Nachweis des Abbaus erfolgte 

über die Hofbildung um die aufgetropften gereinigten Cutinasen herum. Auf diese 

Weise konnte der Abbau aller gewählten Polymere durch Acut1-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp bestätigt werden. Die drei Cutinasen unterschieden sich jedoch in ihrem 

Abbauspektrum. Während Acut1-6hp und Acut2-6hp ein identisches Spektrum mit 

PHB als optimalem Substrat aufwiesen, bevorzugte Acut3-6hp eher PCL und PBSu. Die 

Ursache dafür könnte in der GTS-Region von Acut3-6hp liegen. Dies wurde durch die 

Veränderung des Spektrums von Acut1(+)gts-6hp im Vergleich zu Acut1-6hp bestätigt, 

welches eine deutliche Ähnlichkeit mit dem von Acut3-6hp aufwies und ebenfalls PCL 

und PBSu als optimale Substrate enthielt. Auf der anderen Seite jedoch erfolgte bei 

Acut3(-)gts-6hp nur eine teilweise Verschiebung des Spektrums hin zu Acut1-6hp bzw. 

Acut2-6hp. Zwar verschlechterte sich der Abbau von PBSu, jedoch konnte nun kein 

Abbau von PHB, dem besten Substrat für Acut1-6hp, nachgewiesen werden. Demnach 

muss es neben der GTS-Region noch weitere beeinflussende Faktoren geben. 

Bemerkenswert waren die deutlich größeren Hofflächen, die in Folge der Aktivität von 

Acut1(+)gts-6hp im Vergleich zu Acut1-6hp, trotz des erheblich geringeren 

Enzymeinsatzes, entstanden sind. Dieses Verhalten spiegelt sehr gut die erhöhte 

Temperaturstabilität von Acut1(+)gts-6hp durch die GTS-Region von Acut3-6hp wider, 

da das Experiment bei 30 °C durchgeführt wurde. Bei dieser Temperatur findet bereits 

ein Aktivitätsverlust von Acut1-6hp und Acut2-6hp im Verlauf der Inkubation statt. 

Viele der bereits beschriebenen Cutinasen und auch einige Lipasen sind in der Lage 

diese sogenannten bioabbaubaren Polyester enzymatisch zu spalten. Zum Beispiel 

wurde für das Cutinase-ähnliche Enzym (CLE) von Cryptococcus S-2 ebenfalls der 

Abbau von PLA, PCL, PBSu und PHB beschrieben (112). Ein vergleichbares Spektrum 

wies ein weiteres Cutinase-ähnliches Enzym von Pseudozyma antarctica auf. Der 

Abbau von PHB und P(HB-HV) wurde nicht untersucht, jedoch konnte der  

Poly(butylensuccinat-Co-Adipat)-Abbau (PBSA) nachgewiesen werden (71). Die 

Cutinase von A. oryzae zeigte die höchste Aktivität für PBSu und PBSA. Für PLA 
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wurde dagegen nur eine niedrige Aktivität festgestellt (208). Bei TtCutA von 

T. terrestris wurde die höchste Abbaurate mit 203 mg h-1 mgProtein
-1 für PCL bestimmt. 

An zweiter Stelle wurde der Abbau von PBSu mit einer Abbaurate von  

56,4 mg h-1 mgProtein
-1 gemessen. Cutin und PET dagegen wurden nur mit  

3,0 mg h-1 mgProtein
-1 bzw. 1,11 mg h-1 mgProtein

-1 abgebaut (174). Es besteht demnach 

eine hohe Variabilität bezüglich des Polymerspektrums zwischen den einzelnen 

Cutinasen. 

Die drei Cutinasen von A. adeninivorans weisen im Gemisch durch die Fähigkeit zum 

Abbau einer großen Bandbreite an bioabbaubaren Polymeren ein großes Potenzial für 

einen Einsatz im industriellen Maßstab auf. Der Einsatz von Kunststoffnanopartikeln 

zum Nachweis des Polymerabbaus kann jedoch nur als analytisches Tool dienen und 

erlaubt eine Aussage über die Übertragbarkeit auf real anfallende Materialien nur in 

begrenztem Ausmaß. Daher wurde durch Projektpartner zusätzlich ein Abbau von 

Folien bestehend aus PCL, PBSu und PLA durchgeführt (unveröffentlichte Daten). 

Zusätzlich wurde der Nachweis zum PET-Abbau durch ein Präparat von Acut1-6hp 

gebracht (ASA Spezialenzyme). Durch die aromatischen Gruppen und die hohe 

Kristallinität des PET erfolgt nur ein sehr geringer Abbau durch Acut1-6hp. PET 

Hydrolasen, die als Cutinasen bzw. Cutinase-ähnlich beschrieben sind, weisen eine 

höhere Aktivität und Stabilität bei höheren Temperaturen auf (73, 109, 174, 209–211). 

Dies wurde auf die Notwendigkeit der Hydrolyse bei Temperaturen nahe der 

Glassübergangstemperatur des PET von etwa 70 °C zurückgeführt, da nur bei dieser 

Temperatur eine Aufweitung der Polymerstruktur stattfindet und damit das Eintreten 

des Enzyms begünstigt wird. Eine Ausnahme von dieser Erscheinung bildet eine 

kürzlich beschriebene PETase aus dem Bakterium Ideonella sakaiensis 201-F6, welche 

in der Lage ist PET bei 30 °C effektiver abzubauen als die zum Vergleich verwendeten 

Cutinasen von F. solani und LCC (212). 

4.5 Regulation der Genexpression von ACUT1, ACUT2 und ACUT3  

Um Aussagen betreffs biologischer Funktion der drei Cutinasen von A. adeninivorans 

LS3 treffen zu können, wurde die Sezernierung der Arxula-Cutinasen, sowie in Teilen 

die Regulation der Gene ACUT1, ACUT2 und ACUT3 in Abhängigkeit der verwendeten 

C-Quelle und den Kulturbedingungen untersucht. Da die Bestimmung der 

Cutinaseaktivität über die Hydrolyse von pNP-Butyrat, einem unspezifischen Substrat 
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für Carboxyl-Esterasen, erfolgte, kann im Folgenden nur von Esteraseaktivität 

gesprochen werden.  

Olivenöl, Myristinsäure-Isopropylester und Cutinhydrolysat führten zur höchsten 

Akkumulation von extrazellulären Esterasen. Es konnte auch mit Glucose als einziger 

C-Quelle Esteraseaktivität gemessen werden. Der Einsatz des Cutin-Monomers  

16-Hydroxyhexadecansäure resultierte im Vergleich zu Glucose nicht zu einer erhöhten 

Akkumulation von Esterasen, jedoch zeigte sich die Löslichkeit dieses Substrates und 

das Hefewachstum unter den verwendeten Bedingungen begrenzt. Außer beim Einsatz 

des Cutinhydrolysates konnte ein inhibierender Effekt von Glucose auf die Esterase-

Akkumulation gezeigt werden. Die Induzierbarkeit von Cutinasen durch Olivenöl, 

Cutinhydrolysat sowie Cutin-Monomeren wurde bereits mehrfach beschrieben  

(170, 200). Auch die Repression der Transkription der Cutinase-Gene durch Glucose 

konnte bei Trichoderma harzianum T34 nachgewiesen werden (200). Eine 

Unterscheidung zwischen den drei Cutinasen und anderer sezernierter Esterasen war 

jedoch auf diese Weise unmöglich. Aus diesem Grund wurde versucht mittels eines 

Reportergenassays die Promotoraktivität von ACUT1p, ACUT2p und ACUT3p zu 

analysieren. Hierfür wurden jeweils Promotorregionen mit 500 bp, 1.000 bp und  

2.000 bp mit DsRed als Reportergen sowie PHO5t als Terminator fusioniert. Ein 

ähnlicher Ansatz wurde bereits erfolgreich bei der Analyse der Cutinase-Gene von 

F. solani f. sp. pisi mit dem Chloramphenicolacetyltransferase-Gen als Reporter 

angewendet (213). Bei der ersten Untersuchung der Reporterstämme wurden 

verschiedene Zucker als C-Quelle eingesetzt. Dabei wies A. adeninivorans 

G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed eine mit A. adeninivorans G1212/YRC102-TEF1p-

DsRed vergleichbare DsRed-Akkumulation, nachgewiesen über die relative 

Fluoreszenz, auf. Da es sich beim TEF1p-Promotor um einen starken konstitutiven 

Promotor handelt, kann demnach ACUT2p ebenfalls als konstitutiv angesehen werden 

(126, 128, 130, 141). Bei A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT1p-DsRed und 

A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed konnte keine Akkumulation von 

DsRed detektiert werden. Daher werden ACUT1p und ACUT3p als nicht aktiv 

angesehen, wenn Zucker im Medium vorhanden sind. Dieses Verhalten wurde ebenfalls 

bezüglich Regulation der drei Cutinasen von F. solani f. sp. pisi nachgewiesen (214). 

Da das Polymer Cutin auf Grund seiner Größe nicht von den Zellen aufgenommen wird 

und damit nicht direkt zur Geninduktion beitragen kann, wird das CUT2-Gen von 

F. solani f. sp. pisi konstitutiv in geringen Mengen exprimiert. Dies führte zur initialen 
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Freisetzung von Monomeren, die in die Zellen aufgenommen werden konnten und die 

Expression des CUT1-Gens induzierten. Drei wichtige Transkriptionsfaktoren wurden 

dabei identifiziert. Ein Palindrombindeprotein (pbp), welches die Expression des  

CUT1-Gens reprimiert (215). Ein Transkriptionsfaktor CTF1β, der die konstitutive 

Expression des CUT2-Gens vermittelt, sowie CTF1α welcher die Expression des  

CUT1-Gens transaktiviert. Die Expression von CTF1α wird durch die freigesetzten 

Cutin-Monomere induziert. Bei ausreichender Akkumulation des Transkriptionsfaktors 

findet eine Verdrängung des Palindrombindeproteins statt, wodurch dessen 

reprimierende Wirkung auf die Expression des CUT1-Gens unterbunden wird (214). 

Um zu prüfen, ob A. adeninivorans ein mit F. solani f. sp. pisi vergleichbares 

Regulationssystem aufweist, wurden im zweiten Schritt Esterase-induzierende Substrate 

wie Olivenöl, Triacylglyceride, Glycerol und das Cutin Monomer  

16-Hydroxyhexadecansäure sowie Hexadecanol zur Kultivierung der Reportergen-

Stämme hinzugefügt. Die Wahl auf Hexadecanol fiel aufgrund einer Publikation von 

Lin und Kolattukudy (79) nach welcher die Induktion durch die Hydroxygruppe in  

ω-Position und nicht die Carboxylgruppe der Hydroxyfettsäuren erreicht wird. Bei 

diesem Experiment wurde für A. adeninivorans G1212/YRC102-ACUT2p-DsRed und 

1212/YRC102-TEF1p-DsRed erneut uniformes Verhalten bezüglich der relativen 

Fluoreszenz nachgewiesen. Dagegen wurde bei A. adeninivorans G1212/YRC102-

ACUT1p-DsRed, G1212/YRC102-ACUT3p-DsRed sowie bei der Negativkontrolle 

G1212/YRC102 unabhängig vom eingesetzten Substrat keine relative Fluoreszenz 

gemessen. Da keine Induktion von ACUT1p und ACUT3p durch die verwendeten 

Esterase-induzierenden Substrate erreicht wurde, erfolgte im nächsten Schritt eine 

Untersuchung der Promotoraktivität bei erhöhten Glucose- und Salzkonzentrationen 

sowie erhöhten Temperaturen bis 45 °C. Doch auch bei diesem Experiment wurden 

keine signifikanten Unterschiede zwischen ACUT2p und TEF1p festgestellt. Zusätzlich 

konnte auch im Vergleich zur Negativkontrolle keine Aktivierung von ACUT1p und 

ACUT3p erreicht werden. Drei mögliche Ursachen können für die erzielten Ergebnisse 

zu Grunde gelegt werden. (1) Die physiologische Ursache könnte eine generelle 

Inaktivität der beiden Promotoren ACUT1p und ACUT3p sein. Obwohl sich die 

eingesetzten Substratkonzentrationen an den experimentellen Erfahrungen anderer 

Forschungsarbeiten orientierten, könnten diese für die Aktivierung der Promotoren zu 

gering gewesen sein. (2) Andererseits sind die Löslichkeiten der Hydroxyfettsäuren 

begrenzt, d. h. ein methodisches Problem könnte ebenfalls als Ursache angesehen 
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werden. (3) Da die regulatorischen Bereiche eukaryotischer Promotoren in einigen 

Fällen mehrere Kilobasen vom Transkriptionsstart entfernt liegen können, sind diese 

unter Umständen nicht in den verwendeten 500 bis 2.000 Bp großen Regionen 

enthalten. Das Reportersystem ist damit ein artifizielles System, das zu nicht realen 

Ergebnissen führen kann. Aus diesem Grund wurde versucht eine auf RT-qPCR 

basierende Methode zu etablieren, die das reale biologische System direkt analysieren 

sollte. Wegen der großen Homologie zwischen den drei Cutinase-Genen wurde die 

Sequenz des 3’UTR mittels 3’RACE und anschließender Sanger-Sequenzierung 

ermittelt. Dabei wurde ein 15 Nucleotide umfassender PolyA-Bereich auf der 

chromosomalen DNA stromabwärts des ACUT3-Gens identifiziert, der nicht mehr zum 

3’UTR gehörte. Dieser Bereich machte es unmöglich zwischen cDNA aus mRNA bzw. 

aus chromosomaler DNA zu unterscheiden, sodass unvermeidbare Kontiminationen der 

RNA mit chromosomaler DNA zu schwer auswertbaren Ergebnissen führte. Auf Grund 

des Fehlens von Introns konnten auch diese nicht zur Differenzierung zwischen cDNA 

aus mRNA bzw. gDNA herangezogen werden. Trotz der genannten Schwierigkeiten 

konnte mittels RT- und RT-qPCR im Gegensatz zum Reportergen-System ein Einfluss 

der Glucosekonzentration auf die Expression der Cutinase-Gene nachgewiesen werden, 

sodass der ACUT2p-Promotor nicht als konstitutiv, sondern als Glucose-reprimiert 

angesehen werden kann. Der Promotor ACUT1p wurde zusätzlich durch die Substrate 

Olivenöl, Hexadecanol und 16-Hydroxyhexadecansäure aktiviert, wobei die beiden 

letztgenannten als Cutin-Monomer bzw. deren Derivat angesehen werden können. 

ACUT3p wurde dagegen nur durch Hexadecanol, nicht aber durch  

16-Hydroxyhexadecansäure aktiviert. Aufgrund der fehlerhaften PCR durch 

Kontamination mit genomischer DNA ist dieses Ergebnis jedoch nicht repräsentativ. 

Der Einfluss der Glucose auf die Expression der Cutinase-Gene und damit verbunden 

auf die Sezernierung der Cutinasen konnte durch eine Untersuchung des Wachstums 

von A. adeninivorans LS3 auf Agarplatten mit PCL, PBSu und PLA jeweils mit und 

ohne 1 % Glucose bestätigt werden, da hierbei größere Hofradien in Folge der 

Cutinasereaktion auf den Platten ohne Glucose auftraten. 

Bei einer Analyse der genomischen Sequenz von A. adeninivorans LS3 wurden sechs 

putative Transkriptionsfaktoren gefunden, die in einem Zusammenhang mit der 

Regulation von Cutinase-Genen annotiert wurden. Die konstitutive Expression der vier 

putativen Homologe von CTF1α führten nicht zu einer Erhöhung der extrazellulären 

Aktivität für die Hydrolyse von pNP-Butyrat. Dies spricht gegen eine Funktion von 
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CTF1α, wie sie in F. solani f. sp. pisi auftritt (213, 214). In der Hefe Candida albicans 

wurden in gleicher Weise CTF1α homologe Proteine gefunden, die in der Regulation 

der β-Oxidation beteiligt waren (216). Ein Homolog zu CTF1β konnte nicht unter den 

annotierten Arxula-Genen gefunden werden. Weiterhin konnte während der 

Untersuchung eine Wirkung von Atfpbp als Inhibitor der Genexpression von Cutinasen 

nach dem Fusarium-Modell ausgeschlossen werden. Die Deletion des entsprechenden 

Gens führte auch bei Vorhandensein von Hexadecanol und 16-Hydroxyhexadecansäure 

im Kulturmedium zu einer Verringerung der extrazellulären Aktivität für die Hydrolyse 

von pNP-Butyrat, was auf eine Funktion in der Regulation der Cutinase-Gene deutet. 

Auf der anderen Seite war die Esterase-Sezernierung durch die konstitutive Expression 

des ATFPB-Gens bei allen Substraten sehr stark erhöht. Dies kam einer 

Überschussreaktion gleich. Darüber hinaus konnten im SDS-PAA-Gel Doppelbanden 

bei etwa 12 – 14 kDa gefunden werden. Die für diese Banden verantwortlichen Proteine 

wurden nachweislich als Folge der konstitutiven Expression ATFPB-Gens sezerniert. 

Bei diesem Protein könnte es sich um ein hydrophobes Oberflächenbindeprotein 

handeln, welches eine ähnliche Funktion besitzt wie pilzliche Hydrophobine (109, 217). 

Einen Hinweis darauf gab ein verändertes Verhalten der entsprechenden Hefezellen 

während der Zentrifugation. Ein solches Protein ist für Organismen mit der Fähigkeit 

zum Abbau von hydrophoben Substraten wie Cutin sehr wichtig, da die 

wasserlöslichen, extrazellulären Cutinasen nur schlecht an der hydrophoben Oberfläche 

des Substrats binden können. Hydrophobine vermitteln diese Oberflächenbindung und 

beschleunigen damit den Polymerabbau. Eine Suche nach putativen Hydrophobin-

Genen im Genom von A. adeninivorans LS3 blieb ohne Erfolg. Andererseits wurden 

bereits Hydrophobin-ähnliche Proteine mit einer Größe von 14,5 kDa isoliert, die keine 

Sequenzhomologie zu den bekannten Hydrophobinen aufweisen, jedoch die gleiche 

Funktion erfüllen (218). 

Das als „Cutinase G-Box Binding Protein“ annotierte ATFGB-Gen führte bei 

konstitutiver Expression ebenfalls zu einer starken Erhöhung der Esterase-Aktivität im 

Kulturüberstand, jedoch zeigte Tributyrin dabei den größten Effekt. Außerdem konnte 

eine Veränderung der Zellmorphologie beobachtet werden. Dieses mycelartige 

Wachstum wird bei A. adeninivorans LS3 durch starken Stress, beispielsweise 

Temperaturen über 42 °C, ausgelöst (121). Demnach könnte es sich bei Atfgbp um 

einen Transkriptionsfaktor handeln, der in der Regulation der zelleigenen Stressantwort 

beteiligt ist. Einer dieser Stressfaktoren könnte zum Beispiel eine zu niedrige 
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Zuckerkonzentration sein. Dann wäre die Sezernierung von Esterasen eine Möglichkeit 

neue Substrate zu akquirieren. Wartmann et al. (122) isolierten nach chemischer 

Mutagenese von A. adeninivorans LS3 den Stamm (A. adeninivorans 135), der auch ein 

mycelartiges Wachstum bei 30 °C aufwies. Welche Faktoren für dieses Verhalten 

verantwortlich waren wurde nicht geklärt. Atfgbp könnte ein möglicher Faktor bei 

diesem Effekt gewesen sein. 

Eine Zusammenfassung der bezüglich der Cutinase-Regulation gewonnen Daten liefert 

der in Abb. 55 dargestellte Mechanismus. Bei geringer Glucosekonzentration wird die 

Expression der drei Cutinase-Gene erhöht, wobei ACUT2 am stärksten betroffen ist. 

Das vermehrt sezernierte Acut2p führt zu einer beschleunigten Hydrolyse des Cutin 

Polymers, wodurch Monomere wie ω-Hydroxyfettsäuren freigesetzt werden. Diese 

werden von den Hefezellen aufgenommen und aktivieren Transkriptionsfaktoren, 

welche die Expression weiterer Gene, unter anderem ACUT1 und ACUT3, erhöhen. Zu 

diesen Transkriptionsfaktoren könnte Atfpbp gehören, welcher für die Sezernierung 

eines bisher unbekannten 12 – 14 kDa großen Protein verantwortlich ist. Dieses Protein 

steht im Verdacht die Bindung zwischen Polymeroberfläche und Cutinase zu vermitteln. 

Bei zu hohen Konzentrationen an Monomeren könnte eine Verringerung der Expression 

der Cutinase-Gene auftreten. 

 

 
Abb. 55: Putativer Regulationsmechanismus der Cutinasen von A. adeninivorans LS3. Schwarze Pfeile deuten 

vorhandene Konzentrationsniveaus von Glucose sowie den Arxula-Cutinasen an. Bei geringen 

Glucosekonzentrationen wird Acut2p verstärkt ins Kulturmedium sezerniert und beginnt mit dem Abbau des Cutins. 

Die freigesetzten Cutinmonomere werden von den Hefezellen aufgenommen. Dort erfolgt die Aktivierung putativer 

Transkriptionsfaktoren (TF) wie Atfpbp, wodurch die Synthese von Acut1p und Acut3p verstärkt wird. Darüber 

hinaus wird ein bisher unbekanntes ca. 12 – 14 kDa großes Protein sezerniert (bisher lediglich postuliert), welches 

sich auf Grund seiner Oberflächeneigenschaften auf der Cutinoberfläche anlagert und die Bindung der Cutinasen 

begünstigt. 
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4.6 Zusammenfassung und Ausblick  

Im Rahmen dieser Arbeit wurden erfolgreich die drei putativen Cutinase-Gene ACUT1, 

ACUT2 und ACUT3 aus dem Genom von A. adeninivorans LS3 isoliert. Durch 

Expression in A. adeninivorans G1212 konnten die rekombinanten, mit einem  

C-terminalen 6xHistidin-Tag ausgestatteten Varianten Acut1-6hp, Acut2-6hp und 

Acut3-6hp in gereinigter Form gewonnen und biochemisch charakterisiert werden. Auf 

Basis der Homologie-Modellierung, der Kettenlängenspezifität dieser Enzyme für 

Acylketten mit vier bis sechs Kohlenstoffatomen, der Abbau des Modellpolyesters 

Polycaprolacton sowie der Nachweis des Abbaus von aus Äpfeln isoliertem Cutin 

konnte ein Verhalten ähnlich zu bekannten Vertretern der Cutinasen bestätigt werden. 

Die Aminosäuresequenzen von Acut1p, Acut2p und Acut3p weisen die größte 

Ähnlichkeit mit den Sequenzen der Cutinase-ähnlichen-Enzyme von den 

basidiomyceten Cryptococcus sp. und P. antarctica auf. Damit ist A. adeninivorans die 

erste ascomycetale Hefe, bei der Cutinasen nachgewiesen wurden.  

Acut3p stellt mit seiner C-terminalen GTS-Sequenz eine Besonderheit dar. Die 

Funktion dieser Peptidsequenz wurde analysiert. Sie enthält mindestens eine 

Glykosylierungsstelle, die vermutlich an der erhöhten Stabilität bei höheren 

Temperaturen eine Rolle spielt. Zusätzlich konnte ein Zusammenhang dieser  

GTS-Sequenz mit der Aktivitätserhöhung durch Aceton festgestellt werden. 

Zur Untersuchung der praktischen Relevanz wurden zwei Fermentationsverfahren 

entwickelt und miteinander verglichen. Beide führen zu sehr hohen Enzymaktiviäten 

und Enzymausbeuten, die eine Produktion im technischen Maßstab erlauben.  

Mit dem Abbau von Polyestern konnte in dieser Arbeit auch eine potentielle 

Anwendung der drei Cutinasen von A. adeninivorans aufgezeigt werden. In 

Kombination sind diese in der Lage mit PCL, PBSu, PLA, PHB und P(HB-HV) ein 

breites Spektrum an bioabbaubaren Polyestern abzubauen. Damit könnte ein möglicher 

Einsatzbereich im Recycling dieser Polyester und der Rückgewinnung der jeweiligen 

Monomere liegen. Hierfür sind zusätzliche Versuche notwendig, um auch den Abbau 

von kommerziell erhältlichen Produkten aus verschiedenen Polyestern zu testen. Diese 

können sich im Abbauverhalten durch Additive oder einen mehrschichtigen Aufbau 

deutlich von den im Laborexperiment verwendeten Materialien unterscheiden und 

müssen daher auch im Einzelnen überprüft werden. 
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Die Regulation der Cutinase Gene ACUT1, ACUT2 und ACUT3 konnte während dieser 

Arbeit mit den verwendeten Methoden teilweise aufgeklärt werden. Beim ACUT2p-

Promotor wurde eine konstitutive Expression des Reportergens DsRed nachgewiesen. 

Jedoch wurde auf der mRNA-Ebene ein Einfluss der Glucosekonzentration gezeigt. Mit 

Atfpbp konnte ein Transkriptionsfaktor identifiziert werden, der an der Regulation der 

Cutinase-Gene beteiligt sein könnte. Bei konstitutiver Expression des ATFPB-Gens 

wurde eine stark erhöhte extrazelluläre Esterase-Aktivität nachgewiesen. Bei Deletion 

des entsprechenden Gens waren dagegen die detektierten Esterase-Aktivitäten im 

Kulturüberstand verringert. Darüber hinaus konnte die Sezernierung eines 12 – 14 kDa 

großen Moleküls detektiert werden, welches in einem funktionellen Zusammenhang mit 

den Hydrophobinen der Pilze stehen könnte. Auf Grund des großen Potenzials solcher 

Proteine für industrielle Anwendungen sollte dieses Protein identifiziert und näher 

untersucht werden. Ein zweiter Transkriptionsfaktor Atfgbp mit putativer 

regulatorischer Beteiligung am Dimorphismus von A. adeninivorans wurde identifiziert. 

Bei konstitutiver Expression des entsprechenden Gens wurde ebenfalls eine erhöhte 

Esterase-Aktivität im Kulturüberstand detektiert. Zur Aufschlüsselung des vollständigen 

regulatorischen Netzwerkes der Cutinase-Gene sollten zukünftig Methoden wie  

RNA-Sequenzierung eingesetzt werden, da auf diese Weise neben den drei Cutinase-

Genen auch die an der Regulation beteiligten Transkriptionsfaktoren erfasst werden 

könnten. 



 

139 

 

LITERATUR 

 

1.  Panda AK, Singh RK, Mishra DK. 2010. Thermolysis of waste plastics to liquid fuel. A suitable method 

for plastic waste management and manufacture of value added products-A world prospective. Renew Sustain 

Energy Rev 14:233–248. 

2.  Balakrishnan RK, Guria C. 2007. Thermal degradation of polystyrene in the presence of hydrogen by 

catalyst in solution. Polym Degrad Stab 92:1583–1591. 

3.  Achilias DS, Roupakias C, Megalokonomos P, Lappas AA, Antonakou V. 2007. Chemical recycling of 

plastic wastes made from polyethylene (LDPE and HDPE) and polypropylene (PP). J Hazard Mater 

149:536–542. 

4.  PlasticsEurope. 2015. Plastics - the facts 2015. An analysis of European plastics production, demand and 

waste data. 

5.  Deanin RD. 1975. Additives in plastics. Environ Health Perspect vol.11:35–39. 

6.  GESAMP. 2015. Sources, Fate and Effects of Microplastics in the Marine Environment: A Global 

Assessment. Reports Stud GESAMP 90:96. 

7.  Moore MN. 2006. Do nanoparticles present ecotoxicological risks for the health of the aquatic 

environment? Environ Int 32:967–976. 

8.  Robbins J. 2009. Scar-based inference into Gulf of Maine humpback whale entanglement: 2003-2006. Rep 

to Northeast Fish Sci Cent Natl Mar Fish Serv EA133F04SE0998. 

9.  De Stephanis R, Giménez J, Carpinelli E, Gutierrez-Exposito C, Cañadas A. 2013. As main meal for 

sperm whales: Plastics debris. Mar Pollut Bull 69:206–214. 

10.  Ivar do Sul JA, Costa MF, Silva-Cavalcanti JS, Araújo MCB. 2014. Plastic debris retention and 

exportation by a mangrove forest patch. Mar Pollut Bull 78:252–257. 

11.  Goldstein MC, Carson HS, Eriksen M. 2014. Relationship of diversity and habitat area in North Pacific 

plastic-associated rafting communities. Mar Biol 161:1441–1453. 

12.  Barnes DKA, Milner P. 2005. Drifting plastic and its consequences for sessile organism dispersal in the 

Atlantic Ocean. Mar Biol 146:815–825. 

13.  Zettler ER, Mincer TJ, Amaral-Zettler LA. 2013. Life in the “Plastisphere”: Microbial Communities on 

Plastic Marine Debris. Environ Sci Technol 47:7137–7146. 

14.  Tokiwa Y, Calabia BP, Ugwu CU, Aiba S. 2009. Biodegradability of plastics. Int J Mol Sci 10:3722–3742. 

15.  Shen L, Worrell E, Patel M. 2010. Present and future development in plastics from biomass. Biofuels, 

Bioprod Biorefining 4:25–40. 

16.  Gouda MK, Swellam AE, Omar SH. 2001. Production of PHB by a Bacillus megaterium strain using 

sugarcane molasses and corn steep liquor as sole carbon and nitrogen sources. Microbiol Res 156:201–207. 

17.  Nikodinovic-Runic J, Guzik M, Kenny ST, Babu R, Werker A, O Connor KE. 2013. Carbon-Rich 

Wastes as Feedstocks for Biodegradable Polymer (Polyhydroxyalkanoate) Production Using Bacteria. Adv 

Appl Microbiol, 1sted. 84:139–200. 

18.  Datta R, Henry M. 2006. Lactic acid: recent advances in products, processes and technologies — a review. 

J Chem Technol Biotechnol 81:1119–1129. 

19.  Song H, Lee SY. 2006. Production of succinic acid by bacterial fermentation. Enzyme Microb Technol 

39:352–361. 

20.  Pagga U. 1998. Biodegradability and compostability of polymeric materials in the context of the European 

packaging regulation. Polym Degrad Stab 59:371–376. 



 

140 

 

21.  Barnes DK, Galgani F, Thompson RC, Barlaz M. 2009. Accumulation and fragmentation of plastic debris 

in global environments. Philos Trans R Soc B Biol Sci 364:1985–1998. 

22.  Derraik JG. 2002. The pollution of the marine environment by plastic debris: a review. Mar Pollut Bull 

44:842–852. 

23.  Laist DW. 1987. Overview of the biological effects of lost and discarded plastic debris in the marine 

environment. Mar Pollut Bull 18:319–326. 

24.  Thompson RC. 2004. Lost at Sea: Where Is All the Plastic? Science (80- ) 304:838–838. 

25.  Thompson RC, Moore CJ, vom Saal FS, Swan SH. 2009. Plastics, the environment and human health: 

current consensus and future trends. Philos Trans R Soc Lond B Biol Sci 364:2153–2166. 

26.  UNEP. 2015. Biodegradable Plastics & Marine Litter. Misconceptions, concerns and impacts on marine 

environments.United Nations Environment Programme (UNEP), Nairobi. 

27.  UNEP. 2016. Marine plastic debris and microplastics –Global lessons and research to inspire action and 

guide policy change.United Nations Environment Programme, Nairobi. 

28.  Al-Salem SM, Lettieri P, Baeyens J. 2009. Recycling and recovery routes of plastic solid waste (PSW): A 

review. Waste Manag 29:2625–2643. 

29.  Al-Salem SM, Lettieri P, Baeyens J. 2010. The valorization of plastic solid waste (PSW) by primary to 

quaternary routes: From re-use to energy and chemicals. Prog Energy Combust Sci 36:103–129. 

30.  Ross S, Evans D. 2003. The environmental effect of reusing and recycling a plastic-based packaging 

system. J Clean Prod 11:561–571. 

31.  Al-Salem SM. 2009. Establishing an integrated databank for plastic manufacturers and converters in 

Kuwait. Waste Manag 29:479–484. 

32.  Vazquez Y V., Barbosa SE. 2016. Recycling of mixed plastic waste from electrical and electronic 

equipment. Added value by compatibilization. Waste Manag 53:196–203. 

33.  Ha C-S, Park H-D, Cho W-J. 2000. Compatibilizers for recycling of the plastic mixture wastes. II. The 

effect of a compatibilizer for binary blends on the properties of ternary blends. J Appl Polym Sci 76:1048–

1053. 

34.  Hopewell J, Dvorak R, Kosior E. 2009. Plastics recycling: challenges and opportunities. Philos Trans R 

Soc Lond B Biol Sci 364:2115–2126. 

35.  Paszun D, Spychaj T. 2010. Chemical Recycling of Poly Ethylene Terephthalate Wastes. Ind Eng Chem 

Res 8:839–846. 

36.  Goto M. 2009. Chemical recycling of plastics using sub- and supercritical fluids. J Supercrit Fluids 47:500–

507. 

37.  Goto M, Sasaki M, Hirose T. 2006. Reactions of polymers in supercritical fluids for chemical recycling of 

waste plastics. J Mater Sci 41:1509–1515. 

38.  Pifer A, Sen A. 1998. Chemical recycling of plastics to useful organic compounds by oxidative degradation. 

Angew Chemie - Int Ed 37:3306–3308. 

39.  Oku A, Tanaka S, Hata S. 2000. Chemical conversion of poly(carbonate) to bis(hydroxyethyl) ether of 

bisphenol A. An approach to the chemical recycling of plastic wastes as monomers. Polymer (Guildf) 

41:6749–6753. 

40.  Kiran N, Ekinci E, Snape CE. 2000. Recyling of plastic wastes via pyrolysis. Resour Conserv Recycl 

29:273–283. 

41.  Chen D, Yin L, Wang H, He P. 2015. Reprint of: Pyrolysis technologies for municipal solid waste: A 

review. Waste Manag 37:116–136. 

42.  Joo HS, Guin JA. 1997. Hydrocracking of a plastics pyrolysis gas oil to naphtha. Energy and Fuels 11:586–

590. 



 

141 

 

43.  Yanik J, Karayildirim T. 2006. Liquefaction of Municipal Waste Plastics over Acidic and Nonacidic 

Catalysts. Feed Recycl Pyrolysis Waste Plast Convert Waste Plast into Diesel Other Fuels 82:209–224. 

44.  Ding W, Liang J, Anderson LL. 1997. Hydrocracking and hydroisomerization of high-density 

polyethylene and waste plastic over zeolite and silica - Alumina-supported Ni and Ni-Mo sulfides. Energy 

and Fuels 11:1219–1223. 

45.  Buekens AG, Huang H. 1998. Catalytic plastics cracking for recovery of gasoline-range hydrocarbons from 

municipal plastic wastes. Resour Conserv Recycl 23:163–181. 

46.  van Grieken R, Serrano D., Aguado J, Garcı́a R, Rojo C. 2001. Thermal and catalytic cracking of 

polyethylene under mild conditions. J Anal Appl Pyrolysis 58–59:127–142. 

47.  Bockhorn H, Burckschat M, Deusser H. 1985. Recycling of polyolefinic plastics by partial oxidation. J 

Anal Appl Pyrolysis 8:427–437. 

48.  Goto M, Koyamoto H, Kodama A, Hirose T. 2002. Degradation kinetics of polyethylene terephthalate in 

supercritical methanol. Aiche J 48:136–144. 

49.  Genta M, Iwaya T, Sasaki M, Goto M. 2007. Supercritical methanol for polyethylene terephthalate 

depolymerization: Observation using simulator. Waste Manag 27:1167–1177. 

50.  Kamimura A, Yamamoto S. 2007. An efficient method to depolymerize polyamide plastics: A new use of 

ionic liquids. Org Lett 9:2532–2535. 

51.  Müller RJ. 2006. Biological degradation of synthetic polyesters-Enzymes as potential catalysts for polyester 

recycling. Process Biochem 41:2124–2128. 

52.  Müller RJ. 2005. Biodegradability of Polymers: Regulations and Methods for Testing. Biopolym Online 

10:366–388. 

53.  Azevedo HS, Reis RL. 2005. Chapter 12: Understanding the Enzymatic Degradation of Biodegradable 

Polymers and Strategies to Control Their Degradation Rate, p. 177–202. In Biodegradable Systems in Tissue 

Engineering and Regenerative Medicine. CRC Press, Boca Raton. 

54.  Gajjar CR, King MW. 2014. Chapter 2: Degradation Process, p. 7–10. In Resorbable Fiber-Forming 

Polymers for Biotextile Applications. Springer International Publishing, Cham. 

55.  Shah AA, Hasan F, Hameed A, Ahmed S. 2008. Biological degradation of plastics: A comprehensive 

review. Biotechnol Adv 26:246–265. 

56.  Herzog K, Müller R-J, Deckwer W-D. 2006. Mechanism and kinetics of the enzymatic hydrolysis of 

polyester nanoparticles by lipases. Polym Degrad Stab 91:2486–2498. 

57.  Tokiwa Y, Suzuki T. 1978. Hydrolysis of Polyesters by Rhizopus delemar Lipase. Agric Biol Chem 

42:1071–1072. 

58.  Iwata T, Doi Y. 1998. Morphology and Enzymatic Degradation of Poly(L-lactic acid) Single Crystals. 

Macromolecules 31:2461–2467. 

59.  Tsuji H, Miyauchi S. 2001. Poly(L-lactide): VI. Effects of crystallinity on enzymatic hydrolysis of poly(L-

lactide) without free amorphous region. Polym Degrad Stab 71:415–424. 

60.  Tokiwa Y, Suzuki T. 1981. Hydrolysis of copolyesters containing aromatic and aliphatic ester blocks by 

lipase. J Appl Polym Sci 26:441–448. 

61.  Tokiwa Y, Suzuki T, Ando T. 1979. Synthesis of Copolyamide-Esters and Some Aspects Involved in Their 

Hydrolysis By Lipase. J Appl Polym Sci 24:1701–1711. 

62.  Marten E, Müller R-J, Deckwer W-D. 2005. Studies on the enzymatic hydrolysis of polyesters. II. 

Aliphatic–aromatic copolyesters. Polym Degrad Stab 88:371–381. 

63.  Marten E, Müller R-J, Deckwer W-D. 2003. Studies on the enzymatic hydrolysis of polyesters I. Low 

molecular mass model esters and aliphatic polyesters. Polym Degrad Stab 80:485–501. 

64.  Lee SY. 2000. Bacterial polyhydroxyalkanoates. Biotechnol Bioeng 49:1–14. 



 

142 

 

65.  Jendrossek D, Schirmer A, Schlegel HG. 1996. Biodegradation of polyhydroxyalkanoic acids. Appl 

Microbiol Biotechnol 46:451–463. 

66.  Ohura T, Kasuya KI, Doi Y. 1999. Cloning and characterization of the polyhydroxybutyrate depolymerase 

gene of Pseudomonas stutzeri and analysis of the function of substrate-binding domains. Appl Environ 

Microbiol 65:189–97. 

67.  Kita K, Mashiba S, Nagita M, Ishimaru K, Okamoto K, Yanase H, Kato N. 1997. Cloning of poly(3-

hydroxybutyrate) depolymerase from a marine bacterium, Alcaligenes faecalis AE122, and characterization 

of its gene product. Biochim Biophys Acta - Gene Struct Expr 1352:113–122. 

68.  Kawai F, Nakadai K, Nishioka E, Nakajima H, Ohara H, Masaki K, Iefuji H. 2011. Different 

enantioselectivity of two types of poly(lactic acid) depolymerases toward poly(l-lactic acid) and poly(d-

lactic acid). Polym Degrad Stab 96:1342–1348. 

69.  Pranamuda H, Tokiwa Y, Tanaka H. 1997. Polylactide Degradation by an Amycolatopsis sp. Appl 

Environ Microbiol 63:1637–40. 

70.  Suyama T, Tokiwa Y, Ouichanpagdee P, Kanagawa T, Kamagata Y. 1998. Phylogenetic affiliation of 

soil bacteria that degrade aliphatic polyesters available commercially as biodegradable plastics. Appl 

Environ Microbiol 64:5008–11. 

71.  Shinozaki Y, Morita T, Cao X, Yoshida S, Koitabashi M, Watanabe T, Suzuki K, Sameshima-

Yamashita Y, Nakajima-Kambe T, Fujii T, Kitamoto HK. 2013. Biodegradable plastic-degrading 

enzyme from Pseudozyma antarctica: cloning, sequencing, and characterization. Appl Microbiol Biotechnol 

97:2951–2959. 

72.  Müller R-J, Kleeberg I, Deckwer W-D. 2001. Biodegradation of polyesters containing aromatic 

constituents. J Biotechnol 86:87–95. 

73.  Kleeberg I, Welzel K, VandenHeuvel J, Müller R-J, Deckwer W-D. 2005. Characterization of a New 

Extracellular Hydrolase from Thermobifida fusca Degrading Aliphatic−Aromatic Copolyesters. 

Biomacromolecules 6:262–270. 

74.  CAZY. Carbohydrate active enzymes. URL: http://www.cazy.org/CE5.html, Zugriff: 23.08.2016. 

75.  Purdy RE, Kolattukudy PE. 1975. Hydrolysis of plant cuticle by plant pathogens. Purification, amino acid 

composition, and molecular weight of two isoenzymes of cutinase and a nonspecific esterase from Fusarium 

solani f. pisi. Biochemistry 14:2824–2831. 

76.  Purdy RE, Kolattukudy PE. 1973. Depolymerization of a hydroxy fatty acid biopolymer, cutin, by an 

extracellular enzyme from Fusarium solani f. pisi: Isolation and some properties of the enzyme. Arch 

Biochem Biophys 159:61–69. 

77.  Purdy RE, Kolattukudy PE. 1975. Hydrolysis of plant cuticle by plant pathogens. Properties of cutinase I, 

cutinase II, and a nonspecific esterase isolated from Fusarium solani pisi. Biochemistry 14:2832–2840. 

78.  Lin TS, Kolattukudy PE. 1980. Structural studies on cutinase, a glycoprotein containing novel amino acids 

and glucuronic acid amide at the N terminus. Eur J Biochem 106:341–351. 

79.  Lin TS, Kolattukudy PE. 1978. Induction of a biopolyester hydrolase (Cutinase) by low levels of cutin 

monomers in Fusarium solani f. sp. pisi. J Bacteriol 133:942–951. 

80.  Martinez C, De Geus P, Lauwereys M, Matthyssens G, Cambillau C. 1992. Fusarium solani cutinase is 

a lipolytic enzyme with a catalytic serine accessible to solvent. Nature 356:615–618. 

81.  Ollis DL, Cheah E, Cygler M, Dijkstra B, Frolow F, Franken SM, Harel M, Remington SJ, Silman I, 

Schrag J, Sussman JL, Verschueren KHG, Goldman A. 1992. The α / β hydrolase fold. "Protein Eng Des 

Sel 5:197–211. 

82.  Longhi S, Cambillau C. 1999. Structure-activity of cutinase, a small lipolytic enzyme. Biochim Biophys 

Acta - Mol Cell Biol Lipids 1441:185–196. 

 



 

143 

 

83.  Longhi S, Nicolas A, Creveld L, Egmond M, Verrips CT, De Vlieg J, Martinez C, Cambillau C. 1996. 

Dynamics of Fusarium solani cutinase investigated through structural comparison among different crystal 

forms of its variants. Proteins Struct Funct Genet 26:442–458. 

84.  Longhi S, Czjzek M, Lamzin V, Nicolas A, Cambillau C. 1997. Atomic resolution (1.0 A) crystal 

structure of Fusarium solani cutinase: stereochemical analysis. J Mol Biol 268:779–799. 

85.  Egmond MR, De Vlieg J. 2000. Fusarium solani pisi cutinase. Biochimie 82:1015–1021. 

86.  Carvalho CML, Aires-Barros MR, Cabral JMS. 1999. Cutinase: From molecular level to bioprocess 

development. Biotechnol Bioeng 66:17–34. 

87.  Trodler P, Schmid RD, Pleiss J. 2009. Modeling of solvent-dependent conformational transitions in 

Burkholderia cepacia lipase. BMC Struct Biol 9:38. 

88.  Schrag JD, Li YG, Wu S, Cygler M. 1991. Ser-His-Glu triad forms the catalytic site of the lipase from 

Geotrichum candidum. Nature 351:761–764. 

89.  Brady L, Brzozowski AM, Derewenda ZS, Dodson E, Dodson G, Tolley S, Turkenburg JP, 

Christiansen L, Huge-Jensen B, Norskov L, Thim L, Menge U. 1990. A Serine Protease Triad Forms the 

Catalytic Centre of a Triacylglycerol Lipase. Nature 343:767–770. 

90.  Winkler FK, D’Arcy A, Hunziker W. 1990. Structure of human pancreatic lipase. Nature 343:771–774. 

91.  Nicolas A, Egmond M, Verrips CT, De Vlieg J, Longhi S, Cambillau C, Martinez C. 1996. Contribution 

of cutinase serine 42 side chain to the stabilization of the oxyanion transition state. Biochemistry 35:398–

410. 

92.  Holmquist M. 2000. Alpha Beta-Hydrolase Fold Enzymes Structures, Functions and Mechanisms. Curr 

Protein Pept Sci 1:209–235. 

93.  Blow DM, Birktoft JJ, Hartly BS. 1969. Role of a Buried Acid Group in the Mechanism of Action of 

Chymotrypsin. Nature 221:337–340. 

94.  Kolattukudy PE. 2001. Polyesters in higher plants. Adv Biochem Eng Biotechnol 71:1–49. 

95.  Kolattukudy PE. 2005. Cutin from Plants, p. 1–12. In Biopolymers Online, 3a ed. Wiley-VCH Verlag 

GmbH & Co. KGaA, Weinheim, Germany. 

96.  Walton TJ, Kolattukudy PE. 1972. Determination of the structures of cutin monomers by a novel 

depolymerization procedure and combined gas chromatography and mass spectrometry. Biochemistry 

11:1885–1897. 

97.  Nawrath C. 2006. Unraveling the complex network of cuticular structure and function. Curr Opin Plant Biol 

9:281–287. 

98.  Yeats TH, Rose JKC. 2013. The formation and function of plant cuticles. Plant Physiol 163:5–20. 

99.  Pollard M, Beisson F, Li Y, Ohlrogge JB. 2008. Building lipid barriers: biosynthesis of cutin and suberin. 

Trends Plant Sci 13:236–246. 

100.  Villena JF, Domínguez E, Stewart D, Heredia A. 1999. Characterization and biosynthesis of non-

degradable polymers in plant cuticles. Planta 208:181–187. 

101.  Nawrath C. 2003. The Biopolymers Cutin and Suberin. Arab B 34:1. 

102.  Jenks MA, Eigenbrode SD, Lemieux B. 2002. Cuticular Waxes of Arabidopsis. Arab B 1:e0016. 

103.  Chen S, Su L, Chen J, Wu J. 2013. Cutinase: Characteristics, preparation, and application. Biotechnol Adv 

31:1754–1767. 

104.  Pio TF, Macedo GA. 2009. Cutinases: Properties and Industrial Applications. Adv Appl Microbiol, 1sted. 

66:77–95. 

105.  Carvalho CML, Aires-Barros MR, Cabral JMS. 1998. Cutinase structure, function and biocatalytic 

applications. Electron J Biotechnol 1:160–173. 



 

144 

 

106.  Skamnioti P, Furlong RF, Gurr SJ. 2008. Evolutionary history of the ancient cutinase family in five 

filamentous Ascomycetes reveals differential gene duplications and losses and in Magnaporthe grisea shows 

evidence of sub- and neo-functionalization. New Phytol 180:711–721. 

107.  Skamnioti P, Furlong RF, Gurr SJ. 2008. The fate of gene duplicates in the genomes of fungal pathogens. 

Commun Integr Biol 1:196–198. 

108.  Chen S, Tong X, Woodard RW, Du G, Wu J, Chen J. 2008. Identification and Characterization of 

Bacterial Cutinase. J Biol Chem 283:25854–25862. 

109.  Ribitsch D, Herrero Acero E, Przylucka A, Zitzenbacher S, Marold A, Gamerith C, Tscheließnig R, 

Jungbauer A, Rennhofer H, Lichtenegger H, Amenitsch H, Bonazza K, Kubicek CP, Druzhinina IS, 

Guebitz GM. 2015. Enhanced cutinase-catalyzed hydrolysis of polyethylene terephthalate by covalent 

fusion to hydrophobins. Appl Environ Microbiol 81:3586–92. 

110.  Ribitsch D, Acero EH, Greimel K, Eiteljoerg I, Trotscha E, Freddi G, Schwab H, Guebitz GM. 2012. 

Characterization of a new cutinase from Thermobifida alba for PET-surface hydrolysis. Biocatal 

Biotransformation 30:2–9. 

111.  Herrero Acero E, Ribitsch D, Steinkellner G, Gruber K, Greimel K, Eiteljoerg I, Trotscha E, Wei R, 

Zimmermann W, Zinn M, Cavaco-Paulo A, Freddi G, Schwab H, Guebitz G. 2011. Enzymatic surface 

hydrolysis of PET: Effect of structural diversity on kinetic properties of cutinases from Thermobifida. 

Macromolecules 44:4632–4640. 

112.  Masaki K, Kamini NR, Ikeda H, Iefuji H. 2005. Cutinase-Like Enzyme from the Yeast Cryptococcus sp. 

Strain S-2 Hydrolyzes Polylactic Acid and Other Biodegradable Plastics. Appl Environ Microbiol 71:7548–

7550. 

113.  Gellissen G. 2004. Production of Recombinant Proteins. Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, 

Weinheim, FRG. 

114.  Gelissen G, Kunze G, Gaillardin C, Cregg J, Berardi E, Veenhuis M, Van der Klei I. 2005. New yeast 

expression platforms based on methylotrophic Hansenula polymorpha and Pichia pastoris and on dimorphic 

Arxula adeninivorans and Yarrowia lipolytica - a comparison. FEMS Yeast Res 5:1079–1096. 

115.  Wolf K. 1996. Nonconventional Yeasts in Biotechnology. Springer Berlin Heidelberg, Berlin, Heidelberg. 

116.  Wolf K, Breunig K, Barth G. 2003. Non-Conventional Yeasts in Genetics, Biochemistry and 

Biotechnology. Springer Berlin Heidelberg, Berlin, Heidelberg. 

117.  Middelhoven WJ, de Jong IM, de Winter M. 1991. Arxula adeninivorans, a yeast assimilating many 

nitrogenous and aromatic compounds. Antonie Van Leeuwenhoek 59:129–137. 

118.  Van der Walt JP, Smith MT, Yamada Y. 1990. Arxula gen. nov. (Candidaceae), a new anamorphic, 

arthroconidial yeast genus. Antonie Van Leeuwenhoek 57:59–61. 

119.  Gienow U, Kunze G, Schauer F, Bode R, Hofemeister J. 1990. The Yeast Genus Trichosporon spec. 

LS3 ; Molecular Characterization of Genomic Complexity 145:3–12. 

120.  Kurtzman CP, Robnett CJ. 2007. Multigene phylogenetic analysis of the Trichomonascus, Wickerhamiella 

and Zygoascus yeast clades, and the proposal of Sugiyamaella gen. nov. and 14 new species combinations. 

FEMS Yeast Res 7:141–151. 

121.  Wartmann T, Krüger A, Adler K, Duc BM, Kunze I, Kunze G. 1995. Temperature-dependent 

dimorphism of the yeast Arxula adeninivorans LS3. Antonie Van Leeuwenhoek 68:215–223. 

122.  Wartmann T, Erdmann J, Kunze I, Kunze G. 2000. Morphology-related effects on gene expression and 

protein accumulation of the yeast Arxula adeninivorans LS3. Arch Microbiol 173:253–261. 

123.  Wartmann T, Stephan UW, Bube I, Böer E, Melzer M, Manteuffel R, Stoltenburg R, Guengerich L, 

Gellissen G, Kunze G. 2002. Post-translational modifications of the AFET3 gene product - A component of 

the iron trasport system in budding cells and mycelia of the yeast Arxula adeninivorans. Yeast 19:849–862. 

124.  Yang XX, Wartmann T, Stoltenburg R, Kunze G. 2000. Halotolerance of the yeast Arxula adeninivorans 

LS3. Antonie van Leeuwenhoek, Int J Gen Mol Microbiol 77:303–311. 



 

145 

 

125.  Kunze G, Gaillardin C, Czernicka M, Durrens P, Martin T, Böer E, Gabaldón T, Cruz JA, Talla E, 

Marck C, Goffeau A, Barbe V, Baret P, Baronian K, Beier S, Bleykasten C, Bode R, Casaregola S, 

Despons L, Fairhead C, Giersberg M, Gierski PP, Hähnel U, Hartmann A, Jankowska D, Jubin C, 

Jung P, Lafontaine I, Leh-Louis V, Lemaire M, Marcet-Houben M, Mascher M, Morel G, Richard G-

F, Riechen J, Sacerdot C, Sarkar A, Savel G, Schacherer J, Sherman DJ, Stein N, Straub M-L, 

Thierry A, Trautwein-Schult A, Vacherie B, Westhof E, Worch S, Dujon B, Souciet J-L, Wincker P, 

Scholz U, Neuvéglise C. 2014. The complete genome of Blastobotrys (Arxula) adeninivorans LS3 - a yeast 

of biotechnological interest. Biotechnol Biofuels 7:66. 

126.  Trautwein-Schult A, Jankowska D, Cordes A, Hoferichter P, Klein C, Matros A, Mock H-P, Baronian 

K, Bode R, Kunze G. 2014. Arxula adeninivorans recombinant guanine deaminase and its application in the 

production of food with low purine content. J Mol Microbiol Biotechnol 24:67–81. 

127.  Jankowska D, Trautwein-Schult A, Cordes A, Hoferichter P, Klein C, Bode R, Baronian K, Kunze G. 

2013. Arxula adeninivorans xanthine oxidoreductase and its application in the production of food with low 

purine content. J Appl Microbiol 115:796–807. 

128.  Trautwein-Schult A, Jankowska D, Cordes A, Hoferichter P, Klein C, Matros A, Mock H-P, Baronian 

K, Bode R, Kunze G. 2013. Arxula adeninivorans Recombinant Urate Oxidase and Its Application in the 

Production of Food with Low Uric Acid Content. J Mol Microbiol Biotechnol 23:418–430. 

129.  Jankowska D, Faulwasser K, Trautwein-Schult A, Cordes A, Hoferichter P, Klein C, Bode R, 

Baronian K, Kunze G. 2013. Arxula adeninivorans recombinant adenine deaminase and its application in 

the production of food with low purine content. J Appl Microbiol 115:1134–1146. 

130.  Böer E, Breuer FS, Weniger M, Denter S, Piontek M, Kunze G. 2011. Large-scale production of tannase 

using the yeast Arxula adeninivorans. Appl Microbiol Biotechnol 92:105–114. 

131.  Böer E, Bode R, Mock H-P, Piontek M, Kunze G. 2009. Atan1p-an extracellular tannase from the 

dimorphic yeast Arxula adeninivorans: molecular cloning of the ATAN1 gene and characterization of the 

recombinant enzyme. Yeast 26:323–337. 

132.  Chamas A, Nieter A, Pham HTM, Giersberg M, Hettwer K, Uhlig S, Simon K, Baronian K, Kunze G. 

2015. Development of a recombinant Arxula adeninivorans cell bioassay for the detection of molecules with 

progesterone activity in wastewater. Anal Bioanal Chem 407:8109–8120. 

133.  Kaiser C, Uhlig S, Gerlach T, Körner M, Simon K, Kunath K, Florschütz K, Baronian K, Kunze G. 

2010. Evaluation and validation of a novel Arxula adeninivorans estrogen screen (nAES) assay and its 

application in analysis of wastewater, seawater, brackish water and urine. Sci Total Environ 408:6017–6026. 

134.  Gerlach T, Knaust J, Kaiser C, Körner M, Hettwer K, Uhlig S, Simon K, Baronian K, Kunze G. 2014. 

Development and assessment of a novel Arxula adeninivorans androgen screen (A-YAS) assay and its 

application in analysis of cattle urine. Sci Total Environ 490:1073–1081. 

135.  Pham HTM, Giersberg M, Gehrmann L, Hettwer K, Tuerk J, Uhlig S, Hanke G, Weisswange P, 

Simon K, Baronian K, Kunze G. 2015. The determination of pharmaceuticals in wastewater using a 

recombinant Arxula adeninivorans whole cell biosensor. Sensors Actuators, B Chem 211:439–448. 

136.  Pham HTM, Kunath K, Gehrmann L, Giersberg M, Tuerk J, Uhlig S, Hanke G, Simon K, Baronian 

K, Kunze G. 2013. Application of modified Arxula adeninivorans yeast cells in an online biosensor for the 

detection of estrogenic compounds in wastewater samples. Sensors Actuators, B Chem 185:628–637. 

137.  Pham HTM, Giersberg M, Uhlig S, Hanke G, Simon K, Kunath K, Baronian K, Kunze G. 2012. 

EstraMonitor - A monitor for amperometric detection of estrogenic activity with Arxula adeninivorans yeast 

cells as the biocomponent. Sensors Actuators, B Chem 161:137–145. 

138.  Pham HTM, Chamas A, Nieter A, Giersberg M, Rutten T, Gehrmann L, Hettwer K, Tuerk J, Uhlig S, 

Simon K, Baronian K, Kunze G. 2016. Determination of glucocorticoids using photometric (A-YGS) and 

spectrofluorometric (A-YGFS) bioassays based on modified Arxula adeninivorans cells: Applications in 

environmental analysis. Sensors Actuators, B Chem 223:540–549. 

 

 



 

146 

 

139.  Jankowska DA, Trautwein-Schult A, Cordes A, Bode R, Baronian K, Kunze G. 2015. A novel 

enzymatic approach in the production of food with low purine content using Arxula adeninivorans 

endogenous and recombinant purine degradative enzymes. Bioeng Bugs 6:20–25. 

140.  Rauter M, Kasprzak J, Becker K, Baronian K, Bode R, Kunze G, Vorbrodt HM. 2014. ADH from 

Rhodococcus ruber expressed in Arxula adeninivorans for the synthesis of 1-(S)-phenylethanol. J Mol Catal 

B Enzym 104:8–16. 

141.  Kasprzak J, Bischoff F, Rauter M, Becker K, Baronian K, Bode R, Schauer F, Vorbrodt HM, Kunze 

G. 2016. Synthesis of 1-(S)-phenylethanol and ethyl (R)-4-chloro-3-hydroxybutanoate using recombinant 

Rhodococcus erythropolis alcohol dehydrogenase produced by two yeast species. Biochem Eng J 106:107–

117. 

142.  Rauter M, Prokoph A, Kasprzak J, Becker K, Baronian K, Bode R, Kunze G, Vorbrodt HM. 2014. 

Coexpression of Lactobacillus brevis ADH with GDH or G6PDH in Arxula adeninivorans for the synthesis 

of 1-(R)-phenylethanol. Appl Microbiol Biotechnol 99:4723–4733. 

143.  Rauter M, Kasprzak J, Denter S, Becker K, Baronian K, Bode R, Kunze G, Vorbrodt HM. 2014. 

Reusability of ADH and GDH producing Arxula adeninivorans cells and cell extract for the production of 1-

(S)-phenylethanol. J Mol Catal B Enzym 108:72–76. 

144.  Smith MT, de Hoog GS, Statzell-Tallman A, Kurtzman CP. 2011. Blastobotrys von Klopotek (1967), p. 

959–977. In Kurtzman, CP, Fell, JW, Boekhout, T (eds.), The Yeasts. Elsevier, London, Burlington, San 

Diego. 

145.  Miller GL. 1959. Use of Dinitrosalicylic Acid Reagent for Determination of Reducing Sugar. Anal Chem 

31:426–428. 

146.  Gibson DG, Young L, Chuang RY, Venter JC, Hutchison C, Smith HO. 2009. Enzymatic assembly of 

DNA molecules up to several hundred kilobases. Nat Methods 6:343–345. 

147.  Sambrook J, Russell DW. 2006. The Inoue Method for Preparation and Transformation of Competent E. 

coli: “Ultra-Competent” Cells. Cold Spring Harb Protoc 2006:10.1101/pdb.prot3944. 

148.  Dohmen RJ, Strasser AWM, Honer CB, Hollenberg CP. 1991. An efficient transformation procedure 

enabling long-term storage of competent cells of various yeast genera. Yeast 7:691–692. 

149.  Sambrook J, Russell DW. 2001. Molecular Cloning: A Laboratory Manual, Third Edition. Cold Spring 

Harb Lab Press 1–3. 

150.  Chomczynski P, Sacchi N. 1987. Single-step method of RNA isolation by acid guanidinium thiocyanate-

phenol-chloroform extraction. Anal Biochem 162:156–159. 

151.  Frohman MA. 1993. Rapid Amplification of Complementary DNA Ends for Generation of Full-Length 

Complementary DNAs: Thermal RACE. Methods Enzymol 218:340–356. 

152.  Laemmli UK. 1970. Cleavage of Structural Proteins during the Assembly of the Head of Bacteriophage T4. 

Nature 227:680–685. 

153.  McGuckin WF, McKenzie BF. 1958. An improved periodic acid fuchsin sulfite staining method for 

evaluation of glycoproteins. Clin Chem 4:476–483. 

154.  Bradford MM. 1976. A rapid and sensitive method for the quantitation of microgram quantities of protein 

utilizing the principle of protein-dye binding. Anal Biochem 72:248–254. 

155.  Kolattukudy PE, Purdy RE, Maiti IB. 1981. Cutinases from fungi and pollen. Methods Enzymol 71:652–

664. 

156.  Davies KA, De Lorono I, Foster SJ, Li D, Johnstone K, Ashby  a. M. 2000. Evidence for a role of 

cutinase in pathogenicity of Pyrenopeziza brassicae on brassicas. Physiol Mol Plant Pathol Physiol Mol 

Plant Pathol 57:63–75. 

157.  Murphy CA, Cameron JA, Huang SJ, Vinopal RT. 1998. A second polycaprolactone depolymerase from 

Fusarium, a lipase distinct from cutinase. Appl Microbiol Biotechnol 50:692–696. 



 

147 

 

158.  Sharma S, Bhat TK, Dawra RK. 2000. A spectrophotometric method for assay of tannase using rhodanine. 

Anal Biochem 279:85–89. 

159.  Altschul SF, Gish W, Miller W, Myers EW, Lipman DJ. 1990. Basic local alignment search tool. J Mol 

Biol 215:403–10. 

160.  Petersen TN, Brunak S, von Heijne G, Nielsen H. 2011. SignalP 4.0: discriminating signal peptides from 

transmembrane regions. Nat Methods 8:785–786. 

161.  Zhang Y. 2008. I-TASSER server for protein 3D structure prediction. BMC Bioinformatics 9:40. 

162.  Roy A, Kucukural A, Zhang Y. 2010. I-TASSER: a unified platform for automated protein structure and 

function prediction. Nat Protoc 5:725–738. 

163.  Yang J, Yan R, Roy A, Xu D, Poisson J, Zhang Y. 2014. The I-TASSER Suite: protein structure and 

function prediction. Nat Methods 12:7–8. 

164.  Berman HM, Westbrook J, Feng Z, Gilliland G, Bhat TN, Weissig H, Shindyalov IN, Bourne PE. 

2000. The Protein Data Bank. Nucleic Acids Res 28:235–242. 

165.  Hamby SE, Hirst JD. 2008. Prediction of glycosylation sites using random forests. BMC Bioinformatics 

9:500. 

166.  Bashi ZD, Rimmer SR, Khachatourians GG, Hegedus DD. 2012. Factors governing the regulation of 

Sclerotinia sclerotiorum cutinase A and polygalacturonase 1 during different stages of infection. Can J 

Microbiol 58:605–16. 

167.  Nyyssölä A, Pihlajaniemi V, Häkkinen M, Kontkanen H, Saloheimo M, Nakari-Setälä T. 2014. Cloning 

and characterization of a novel acidic cutinase from Sirococcus conigenus. Appl Microbiol Biotechnol 

98:3639–3650. 

168.  Lee M-H, Chiu C-M, Roubtsova T, Chou C-M, Bostock RM. 2010. Overexpression of a redox-regulated 

cutinase gene, MfCUT1, increases virulence of the brown rot pathogen Monilinia fructicola on Prunus spp. 

Mol Plant Microbe Interact 23:176–86. 

169.  Yang RY, Li HT, Zhu H, Zhou GP, Wang M, Wang L. 2012. Genome sequence of the Trichosporon 

asahii environmental strain CBS 8904. Eukaryot Cell 11:1586–1587. 

170.  Castro-Ochoa D, Peña-Montes C, González-Canto A, Alva-Gasca A, Esquivel-Bautista R, Navarro-

Ocaña A, Farrés A. 2012. ANCUT2, an Extracellular Cutinase from Aspergillus nidulans Induced by Olive 

Oil. Appl Biochem Biotechnol 166:1275–1290. 

171.  Ahmed Al-Tammar K, Omar O, Abdul Murad AM, Abu Bakar FD. 2016. Expression and 

characterization of a cutinase (AnCUT2) from Aspergillus niger. Open Life Sci 11:29–38. 

172.  Nyyssölä A, Pihlajaniemi V, Järvinen R, Mikander S, Kontkanen H, Kruus K, Kallio H, Buchert J. 

2013. Screening of microbes for novel acidic cutinases and cloning and expression of an acidic cutinase 

from Aspergillus niger CBS 513.88. Enzyme Microb Technol 52:272–278. 

173.  Xu H, Yan Q, Duan X, Yang S, Jiang Z. 2015. Characterization of an acidic cold-adapted cutinase from 

Thielavia terrestris and its application in flavor ester synthesis. Food Chem 188:439–445. 

174.  Yang S, Xu H, Yan Q, Liu Y, Zhou P, Jiang Z. 2013. A low molecular mass cutinase of Thielavia 

terrestris efficiently hydrolyzes poly(esters). J Ind Microbiol Biotechnol 40:217–226. 

175.  Matak MY, Moghaddam ME. 2009. The role of short-range Cys171-Cys178 disulfide bond in maintaining 

cutinase active site integrity: A molecular dynamics simulation. Biochem Biophys Res Commun 390:201–

204. 

176.  Derewenda ZS, Derewenda U. 1991. Relationships among serine hydrolases: evidence for a common 

structural motif in triacylglyceride lipases and esterases. Biochem Cell Biol 69:842–851. 

177.  Roussel A, Amara S, Nyyssölä A, Mateos-Diaz E, Blangy S, Kontkanen H, Westerholm-Parvinen A, 

Carrière F, Cambillau C. 2014. A Cutinase from Trichoderma reesei with a Lid-Covered Active Site and 

Kinetic Properties of True Lipases. J Mol Biol 426:3757–3772. 



 

148 

 

178.  Fojan P, Jonson PH, Petersen MTN, Petersen SB. 2000. What distinguishes an esterase from a lipase: A 

novel structural approach. Biochimie 82:1033–1041. 

179.  Glogauer A, Martini VP, Faoro H, Couto GH, Müller-Santos M, Monteiro RA, Mitchell DA, de Souza 

EM, Pedrosa FO, Krieger N. 2011. Identification and characterization of a new true lipase isolated through 

metagenomic approach. Microb Cell Fact 10:54. 

180.  Seman WMKW, Bakar SA, Bukhari NA, Gaspar SM, Othman R, Nathan S, Mahadi NM, Jahim J, 

Murad AMA, Bakar FDA. 2014. High level expression of Glomerella cingulata cutinase in dense cultures 

of Pichia pastoris grown under fed-batch conditions. J Biotechnol 184:219–228. 

181.  Nyon MP, Rice DW, Berrisford JM, Hounslow AM, Moir AJG, Huang H, Nathan S, Mahadi NM, 

Bakar FDA, Craven CJ. 2009. Catalysis by Glomerella cingulata Cutinase Requires Conformational 

Cycling between the Active and Inactive States of Its Catalytic Triad. J Mol Biol 385:226–235. 

182.  Nyyssölä A. 2015. Which properties of cutinases are important for applications? Appl Microbiol Biotechnol 

99:4931–4942. 

183.  Hegde K, Veeranki VD. 2013. Production optimization and characterization of recombinant cutinases from 

Thermobifida fusca sp. NRRL B-8184. Appl Biochem Biotechnol 170:654–675. 

184.  Zhiqiang L, Gosser Y, Baker PJ, Ravee Y, Ziying L, Alemu G, Huiguang L, Butterfoss GL, Kong XP, 

Gross R, Montclare JK. 2009. Structural and functional studies of Aspergillus oryzae cutinase: Enhanced 

thermostability and hydrolytic activity of synthetic ester and polyester degradation. J Am Chem Soc 

131:15711–15716. 

185.  Chin IS, Murad AMA, Mahadi NM, Nathan S, Bakar FDA. 2013. Thermal stability engineering of 

Glomerella cingulata cutinase. Protein Eng Des Sel 26:369–375. 

186.  Bischoff F, Litwińska K, Cordes A, Baronian K, Bode R, Schauer F, Kunze G. 2015. Three New 

Cutinases from the Yeast Arxula adeninivorans That Are Suitable for Biotechnological Applications. Appl 

Environ Microbiol 81:5497–5510. 

187.  Baptista RP, Chen LY, Paixão A, Cabral JMS, Melo EP. 2003. A novel pathway to enzyme deactivation: 

The cutinase model. Biotechnol Bioeng 82:851–857. 

188.  Shirke AN, Su A, Jones JA, Butterfoss GL, Koffas MAG, Kim JR, Gross RA. 2016. Comparative 

thermal inactivation analysis of Aspergillus oryzae and Thiellavia terrestris cutinase: Role of glycosylation. 

Biotechnol Bioeng doi: 10.1002/bit.26052. 

189.  Matas AJ, Cuartero J, Heredia A. 2004. Phase transitions in the biopolyester cutin isolated from tomato 

fruit cuticles. Thermochim Acta 409:165–168. 

190.  Shirke AN, Basore D, Butterfoss GL, Bonneau R, Bystroff C, Gross RA. 2016. Toward rational 

thermostabilization of Aspergillus oryzae cutinase: Insights into catalytic and structural stability. Proteins 

Struct Funct Bioinforma 84:60–72. 

191.  Talukder MMR, Takeyama T, Hayashi Y, Wu JC, Kawanishi T, Shimizu N, Ogino C. 2003. 

Improvement in Enzyme Activity and Stability by Addition of Low Molecular Weight Polyethylene Glycol 

to Sodium bis(2-ethyl-L-hexyl)sulfosuccinate/ Isooctane Reverse Micellar System. Appl Biochem 

Biotechnol 110:101–112. 

192.  Gomes D, Matamá T, Cavaco-Paulo A, Takaki G, Salgueiro A. 2013. Production of heterologous 

cutinases by E. coli and improved enzyme formulation for application on plastic degradation. Electron J 

Biotechnol 16:1–13. 

193.  Arakawa T, Timasheff SN. 1985. The stabilization of proteins by osmolytes. Biophys J 47:411–414. 

194.  Carvalho CML, Aires-Barros MR, Cabral JMS. 2000. An Integrated Model for Enzymatic Reactions in 

Reverse Micellar Systems: Nominal and Effective Substrate Concentrations. Langmuir 16:3082–3092. 

195.  Li XL, Skory CD, Cotta MA, Puchart V, Biely P. 2008. Novel family of carbohydrate esterases, based on 

identification of the Hypocrea jecorina acetyl esterase gene. Appl Environ Microbiol 74:7482–7489. 

 



 

149 

 

196.  Margolles-Clark E, Tenkanen M, Söderlund H, Penttilä M. 1996. Acetyl xylan esterase from 

Trichoderma reesei contains an active-site serine residue and a cellulose-binding domain. Eur J Biochem 

237:553–560. 

197.  Neumüller KG, Streekstra H, Gruppen H, Schols HA. 2014. Acetyl Xylan Esterase Axe1 (T. reesei, 

Carbohydrate Esterase Family 5) Supplemented to a (Hemi) cellulolytic Preparation Enhances Degradation 

of Recalcitrant Corn Silage Polysaccharides. Chem Eng Trans 37:277–282. 

198.  Koseki T, Miwa Y, Akao T, Akita O, Hashizume K. 2006. An Aspergillus oryzae acetyl xylan esterase: 

Molecular cloning and characteristics of recombinant enzyme expressed in Pichia pastoris. J Biotechnol 

121:381–389. 

199.  Kontkanen H, Westerholm-Parvinen A, Saloheimo M, Bailey M, Rättö M, Mattila I, Mohsina M, 

Kalkkinen N, Nakari-Setälä T, Buchert J. 2009. Novel Coprinopsis cinerea Polyesterase that hydrolyzes 

cutin and Suberin. Appl Environ Microbiol 75:2148–2157. 

200.  Rubio MB, Cardoza RE, Hermosa R, Gutiérrez S, Monte E. 2008. Cloning and characterization of the 

Thcut1 gene encoding a cutinase of Trichoderma harzianum T34. Curr Genet 54:301–312. 

201.  Wei R, Oeser T, Then J, Kühn N, Barth M, Schmidt J, Zimmermann W. 2014. Functional 

characterization and structural modeling of synthetic polyester-degrading hydrolases from 

Thermomonospora curvata. AMB Express 4:44. 

202.  Mochizuki M, Hirano M, Kanmuri Y, Kudo K, Tokiwa Y. 1995. Hydrolysis of polycaprolactone fibers 

by lipase: Effects of draw ratio on enzymatic degradation. J Appl Polym Sci 55:289–296. 

203.  Woloshuk CP, Kolattukudy PE. 1986. Mechanism by which contact with plant cuticle triggers cutinase 

gene expression in the spores of Fusarium solani f. sp. pisi. Proc Natl Acad Sci U S A 83:1704–1708. 

204.  Stöckmann C, Palmen TG, Schroer K, Kunze G, Gellissen G, Büchs J. 2014. Definition of culture 

conditions for Arxula adeninivorans, a rational basis for studying heterologous gene expression in this 

dimorphic yeast. J Ind Microbiol Biotechnol 41:965–976. 

205.  Calado CRC, Almeida C, Cabral JMS, Fonseca LP. 2003. Development of a Fed-Batch Cultivation 

Strategy for the Enhanced production and Secretion of Cutinase by a Recombinant Saccharomyces 

cerevisiae SU50 Strain. J Biosci Bioeng 96:141–148. 

206.  Calado CRC, Monteiro SMS, Cabral JMS, Fonseca LP. 2002. Effect of pre-fermentation on the 

production of cutinase by a recombinant Saccharomyces cerevisiae. J Biosci Bioeng 93:354–359. 

207.  Calado CR., Taipa MÂ, Cabral JM., Fonseca LP. 2002. Optimisation of culture conditions and 

characterisation of cutinase produced by recombinant Saccharomyces cerevisiae. Enzyme Microb Technol 

31:161–170. 

208.  Maeda H, Yamagata Y, Abe K, Hasegawa F, Machida M, Ishioka R, Gomi K, Nakajima T. 2005. 

Purification and characterization of a biodegradable plastic-degrading enzyme from Aspergillus oryzae. 

Appl Microbiol Biotechnol 67:778–788. 

209.  Ribitsch D, Yebra AO, Zitzenbacher S, Wu J, Nowitsch S, Steinkellner G, Greimel K, Doliska A, 

Oberdorfer G, Gruber CC, Gruber K, Schwab H, Stana-Kleinschek K, Acero EH, Guebitz GM. 2013. 

Fusion of binding domains to Thermobifida cellulosilytica cutinase to tune sorption characteristics and 

enhancing PET hydrolysis. Biomacromolecules 14:1769–1776. 

210.  Zhang Y, Wang L, Chen J, Wu J. 2013. Enhanced activity toward PET by site-directed mutagenesis of 

Thermobifida fusca cutinase-CBM fusion protein. Carbohydr Polym 97:124–129. 

211.  Sulaiman S, Yamato S, Kanaya E, Kim JJ, Koga Y, Takano K, Kanaya S. 2012. Isolation of a novel 

cutinase homolog with polyethylene terephthalate-degrading activity from leaf-branch compost by using a 

metagenomic approach. Appl Environ Microbiol 78:1556–1562. 

212.  Yoshida S, Hiraga K, Takehana T, Taniguchi I, Yamaji H, Maeda Y, Toyohara K, Miyamoto K, 

Kimura Y, Oda K. 2016. A bacterium that degrades and assimilates poly(ethylene terephthalate). Science 

(80- ) 351:1196–1199. 



 

150 

 

213.  Li D, Kolattukudy PE. 1997. Cloning of cutinase transcription factor 1, a transactivating protein containing 

Cys6Zn2 binuclear cluster DNA-binding motif. J Biol Chem 272:12462–12467. 

214.  Li D, Sirakova T, Rogers L, Ettinger WF, Kolattukudy PE. 2002. Regulation of constitutively expressed 

and induced cutinase genes by different zinc finger transcription factors in Fusarium solani f. sp. pisi 

(Nectria haematococca). J Biol Chem 277:7905–7912. 

215.  Li D. 1995. Cloning and expression of cDNA ncoding a protein that binds a palindromic promoter element 

essential for induction of fngal cutinase by plant cutin. J Biol Chem 270 (20):11753–11756. 

216.  Ramirez MA, Lorenz MC. 2009. The Transcription Factor Homolog CTF1 Regulates β-Oxidation in 

Candida albicans. Eukaryot Cell 8:1604–1614. 

217.  Khalesi M, Deckers SM, Gebruers K, Vissers L, Verachtert H, Derdelinckx G. 2012. Hydrophobins: 

Exceptional proteins for many applications in brewery environment and other bio-industries. Cerevisia 37:3–

9. 

218.  Ohtaki S, Maeda H, Takahashi T, Yamagata Y, Hasegawa F, Gomi K, Nakajima T, Abe K. 2006. 

Novel Hydrophobic Surface Binding Protein, HsbA, Produced by Aspergillus oryzae. Appl Environ 

Microbiol 72:2407–2413. 

 

 


