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ZUSAMMENFASSUNG 

In unserem Alltag sind Polymere weit verbreitet. In Form von funktionellen Polymeren werden sie 

u.a. als Wirk- oder Effektstoff eingesetzt. Sie bestehen aus einem Träger, an welchen über einen 

Spacer eine funktionelle Gruppe gebunden ist. Die Spacergruppen beeinflussen die chemischen, 

physikalischen und biologischen Eigenschaften der Polymere bzw. ermöglichen diese erst. Dadurch 

stellen sie in der pharmazeutischen Industrie und der medizinischen Chemie Schlüsselbausteine dar. 

Auch Monoester von symmetrischen Dicarbonsäuren oder symmetrischen Diolen werden für die 

Einführung von Spacergruppen verwendet. Sie können durch die Hydrolyse von Diestern oder 

Dioldiestern chemisch synthetisiert werden. Da diese Reaktion nicht selektiv erfolgt, entstehen 

Nebenprodukte wie Disäuren oder Diole, die die Ausbeuten schmälern und eine aufwändige 

Aufarbeitung notwendig machen. Selektive enzymatische Verfahren stellen eine echte Alternative 

dar, denn eine Trennung des Produkts vom Nebenprodukt ist nicht notwendig. Bisher sind nur wenige 

Enzyme bekannt und verfügbar, die zur Synthese von Monoestern verwendet werden können. 

Ziel dieser Arbeit ist die Entdeckung neuer Lipasen und Carboxylesterasen als Biokatalysatoren zur 

Synthese von Monoestern, die zudem in ausreichender Verfügbarkeit generiert werden sollen. Als 

Gendonor und Expressionssystem diente hierfür die Hefe Blastobotrys raffinosifermentans. Die 

nicht-konventionelle, nicht-pathogene und thermotolerante Hefe B. raffinosifermentans weist ein 

breites Kohlenstoff- und Stickstoff-Quellen Spektrum auf, was sie für industrielle Anwendungen 

interessant macht. Aufgrund einer bereits vielfach eingesetzten, effizienten Transformationsmethode 

wurde die Hefe bereits zur Produktion verschiedener Proteine wie humanem Serumalbumin, 

Interleukin-6, Phosphatasen mit Phytase-Aktivität, Tannasen und einer Lipase eingesetzt. Die 

exzellenten Wachstumsparameter garantieren hohe Enzymausbeuten. 

Insgesamt wurden in dieser Arbeit 30 putative Lipase- und Carboxylesterase-Gene in ihrem Genom 

durch Annotationsanalysen identifiziert. Diese Gene wurden isoliert, amplifiziert und in der Hefe 

selbst überexprimiert. Die Proteinextrakte der erzeugten Stämme wurden anschließend auf 

Esteraseaktivität getestet, wovon sieben Kandidaten das Substrat p-Nitrophenylbutyrat (pNP-

Butyrat) hydrolysierten. Anschließend wurde mittels eines Assays untersucht, ob die Enzyme die 

Hydrolyse der Substrate Adipinsäurediethylester (DEA), Dimethyl trans-1,4-cyclohexandicarboxylat 

(DMCH), Terephthalsäurediethylester (DETS) und Decandiol-dimethacrylsäureester (DDMAE) 

katalysieren. Vier Kandidaten hydrolysierten DEA und DMCH und ein Extrakt eignete sich zur 

Hydrolyse von DETS. Es folgten eine Testung auf Selektivität mittels Gaschromatographie mit 

gekoppeltem Flammenionisationsdetektor und eine affinitätschromatographische Reinigung der fünf 
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Proteine. Dabei stellten sich die drei Kandidaten Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p, eine putative 

Lipase und zwei putative Carboxylesterasen, als potenziell geeignete Kandidaten heraus. 

Anschließend erfolgte die biochemische Charakterisierung der drei Proteine. Das Temperatur-

Optimum der Enzyme lag zwischen 31 °C und 41 °C und das pH-Optimum zwischen 6,6 und 7,0. 

Die Metallionen Fe2+, Fe3+ und Cu2+ inhibierten alle drei Biokatalysatoren und auch die Zugabe 

verschiedener Lösungsmittel verringerte ihre Aktivität. Die Untersuchung des Substratspektrums mit 

p-Nitrophenylestern mit Kettenlängen von C2 bis C18 zeigte eine Präferenz von Alip2-6hp für 

mittelkettige pNP-Ester mit einem Maximum bei pNP-Caproat und von 6h-Best1p und 6h-Best2p für 

kurzkettige pNP-Ester mit einem Maximum bei pNP-Acetat. 6h-Best1p und 6h-Best2p zeigen damit 

das für Carboxylhydrolasen typische Substratspektrum. Da Lipasen üblicherweise langkettige 

Substrate bevorzugen, wurde die Klassifizierung für Alip2-6hp mittels Tween 20- und Olivenöl-

Agarplattentest weiter untersucht. Das positive Ergebnis dieser Untersuchung lässt auf eine Lipase 

schließen.  

Zur Bestimmung der Selektivität der Enzyme wurde die Hydrolyse von DEA und DMCH zeitlich per 

GC-FID verfolgt. Nach Derivatisierung der Carboxylgruppen war die quantitative Auswertung zum 

Gehalt an Monoester, Diester und Disäure möglich. Es ließ sich damit die Hydrolyse von DEA mit 

6h-Best1p bestätigen. Bessere Ergebnisse wurden mit Alip2-6hp für das Substrat DMCH erzielt und 

mit Abstand die schnellste Hydrolyse wurde mit DEA als Substrat erreicht. In gereinigter Form 

hydrolysierte Alip2-6hp das Substrat DEA selektiv zu MEA, sodass bis zu 96 % Monoester 

synthetisiert werden konnten. Im Vergleich dazu wird MEA deutlich langsamer hydrolysiert.  

Zusätzlich wurden fünf unterschiedliche Formulierungen des Enzyms Alip2-6hp mit dem Substrat 

DEA getestet: (1) Rohextrakt, (2) freies, gereinigtes Enzym, (3) immobilisiertes, gereinigtes Enzym 

(Beads) und als Ganzzellkatalysatoren (4) permeabilisierte (Triton-) Zellen und (5) permeabilisierte, 

immobilisierte (Triton-) Zellen. Die vielversprechendsten Ergebnisse wurden mit isoliertem 

gereinigtem Enzym erzielt. DEA wurde vollständig und spezifisch zu MEA umgesetzt. 

Zur Gewährleistung einer ausreichenden Verfügbarkeit der Enzyme erfolgte die Kultivierung der 

Überexpressionsstämme im Fermenter im Fed-batch. Der Alip2-6hp produzierende Hefestamm 

erbrachte Aktivitäten von 674 U L-1, während der 6h-Best2p Überexpressionsstamm 2239 U L-1 

produzierte.  
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SUMMARY 

Polymers are widely used in our everyday lives. In the form of functional polymers, they are used, 

among other things, as active ingredients or effect substances. They consist of a carrier to which a 

functional group is bonded via a spacer. The spacer groups influence the chemical, physical and 

biological properties of the polymers or make them possible in the first place. As a result, they are 

key building blocks in the pharmaceutical industry and medicinal chemistry. 

Monoesters of symmetrical dicarboxylic acids or symmetrical diols are also used for the introduction 

of spacer groups. They can be chemically synthesized by the hydrolysis of diesters or diol diesters. 

Since this reaction is not selective, by-products such as diacids or diols are formed, which reduce the 

yields and require expensive work-up. Selective enzymatic processes represent a real alternative, 

because it is not necessary to separate the product from the by-product. To date, only a few enzymes 

are known and available that can be used for the synthesis of monoesters. 

The aim of this work is to discover new lipases and carboxylesterases as biocatalysts for the synthesis 

of monoesters, which should also be generated in sufficient availability. The yeast 

Blastobotrys raffinosifermentans served as gene donor and expression system for this purpose. The 

non-conventional, non-pathogenic and thermotolerant yeast B. raffinosifermentans has a broad 

carbon and nitrogen source spectrum, which makes it interesting for industrial applications. Based on 

a widely used, efficient transformation method, the yeast has already been used to produce various 

proteins such as human serum albumin, interleukin-6, phosphatases with phytase activity, tannases 

and a lipase. The excellent growth parameters guarantee high enzyme yields. 

In total, 30 putative lipase and carboxylesterase genes were identified in its genome by annotation 

analysis in this work. These genes were isolated, amplified and overexpressed in the yeast itself. 

Protein extracts of the generated strains were then tested for esterase activity, of which seven 

candidates hydrolyzed the substrate p-nitrophenylbutyrate (pNP-butyrate). An assay was then 

performed to determine whether the enzymes catalyzed the hydrolysis of the substrates adipic acid 

diethyl ester (DEA), dimethyl trans-1,4-cyclohexanedicarboxylate (DMCH), terephthalic acid diethyl 

ester (DETS), and decanediol dimethacrylic acid ester (DDMAE). Four candidates hydrolyzed DEA 

and DMCH and one extract was suitable for hydrolysis of DETS.  

This was followed by testing for selectivity by gas chromatography with coupled flame ionization 

detector and affinity chromatographic purification of the five proteins. Three candidates, Alip2-6hp, 
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6h-Best1p, and 6h-Best2p, a putative lipase and two putative carboxylesterases, were found to be 

potentially suitable candidates. 

Subsequently, biochemical characterization of the three proteins was performed. The temperature 

optimum of the enzymes was between 31 °C and 41 °C and the pH optimum was between 6.6 and 

7.0. Metal ions Fe2+, Fe3+ and Cu2+ inhibited all three biocatalysts, and the addition of various solvents 

also decreased their activity. Examination of the substrate spectrum with p-nitrophenyl esters with 

chain lengths from C2 to C18 showed a preference of Alip2-6hp for medium-chain pNP esters with 

a maximum at pNP-caproate and of 6h-Best1p and 6h-Best2p for short-chain pNP esters with a 

maximum at pNP-acetate. Thus, 6h-Best1p and 6h-Best2p show the substrate spectrum typical for 

carboxyl hydrolases. Since lipases usually prefer long-chain substrates, the classification for Alip2-

6hp was further investigated using Tween 20 and olive oil agar plate assays. The positive result of 

this assay suggests a lipase.  

To determine the selectivity of the enzymes, the hydrolysis of DEA and DMCH was followed 

temporally by GC-FID. After derivatization of the carboxyl groups, quantitative evaluation for the 

content of monoester, diester and diacid was possible. Hydrolysis of DEA with 6h-Best1p could be 

confirmed. Better results were obtained with Alip2-6hp for the substrate DMCH and by far the fastest 

hydrolysis was achieved with DEA as substrate. In purified form, Alip2-6hp selectively hydrolyzed 

the substrate DEA to MEA, allowing synthesis of up to 96 % monoesters. In comparison, MEA is 

hydrolyzed at a much slower rate. 

In addition, five different formulations of Alip2-6hp enzyme were tested with the substrate DEA: (1) 

crude extract, (2) free purified enzyme, (3) immobilized purified enzyme (beads) and as whole cell 

catalysts (4) permeabilized (Triton) cells and (5) permeabilized immobilized (Triton) cells. The most 

promising results were obtained with isolated purified enzyme. DEA was completely and specifically 

converted to MEA. 

To ensure sufficient availability of the enzymes, cultivation of the overexpression strains was 

performed in the fermenter in fed-batch. The Alip2-6hp producing yeast strain yielded activities of 

674 U L-1, while the 6h-Best2p overexpression strain produced 2239 U L-1.  

 





Kapitel 1 

1 

 

1. EINLEITUNG 

 

1.1 Funktionelle Polymere 

Polymere sind aus unserem heutigen Alltag nicht mehr wegzudenken. Insbesondere seit dem 

2. Weltkrieg ist die Nachfrage nach Polymeren rapide angestiegen 1. Vor allem bei Verpackungen, 

Elektronik, der Automobil- und Bauindustrie hat die Nachfrage in den letzten 5 Jahren deutlich 

zugenommen. Im Jahr 2020 betrug die Nachfrage nach Polymeren bereits 259,52 Millionen Tonnen. 

Vorhersagen schätzen, dass die Nachfrage auf 428,59 Millionen Tonnen im Jahr 2030 steigen wird 2. 

Polyethylen (PE) oder Polypropylen (PP) sind vielen als Polymere bekannt, da sich diese in 

Alltagsgegenständen wie Plastiktüten befinden. Im Gegensatz zu diesen klassischen Polymeren sind 

Polymere mit funktionellen Gruppen, sogenannte funktionelle Polymere, deutlich unbekannter, auch 

wenn diese genauso häufig in unserem Leben vorkommen. Sie sind nur deutlich weniger sichtbar, da 

sie eher als Wirk- oder Effektstoff eingesetzt werden. Das heißt, wir registrieren hauptsächlich deren 

Wirkung bzw. Funktion 3, da sie z.B. spezifische chemische, spektroskopische und mechanische 

Polymereigenschaften vermitteln. Die Technik der Herstellung und Anwendung der funktionellen 

Polymere wurde bereits in den 60er Jahren des 20. Jahrhunderts entwickelt 4 und erfährt eine stetige 

Weiterentwicklung durch die Wissenschaft. Die Anwendung solcher Polymere ist mittlerweile aus 

verschiedenen Anwendungsbereichen wie Energiespeicherung, Sensoren, Lebensmittelindustrie, 

Wasch und Reinigungsmitteln, Papier- und Textilherstellung, Biomedizin oder Industrie- und 

Umweltanwendungen nicht mehr wegzudenken 5. In diesen Bereichen erfüllen sie verschiedene 

Aufgaben, wie adsorbieren, flocken, festigen, verdicken, dispergieren, lösen oder agglomerieren 3. 

Ein Beispiel aus dem Alltag für Anwendungen von funktionellen Polymeren kommt aus der 

Zahnmedizin. Dentaladhäsive werden bei Kariesfüllungen häufig verwendet, um die Haftung 

zwischen Komposit, umgangssprachlich oft auch als Kunststofffüllung bezeichnet, und Dentin zu 

verbessern (Abb. 1). Bei Dentaladhäsiven handelt es sich um Kunstharze aus hydrophilen 

Monomeren, die eine bessere Benetzbarkeit der hydrophilen Oberfläche des Dentins ermöglichen. 

Adhäsivmonomere werden auf die Dentinoberfläche aufgetragen und in situ polymerisiert, so dass 

sich Haftflächen ergeben, die aus Adhäsionsharz und einer mit Kollagenfasern verstärkten 

Hybridschicht bestehen. Die Oberfläche der Adhäsionsharzschicht bietet die chemische 

Funktionalität (polymerisierbare Vinylgruppen) für die Verbindung mit dem dentalen Komposit. Der 
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primäre Adhäsionsmechanismus des Adhäsionsharzes an der Dentinoberfläche ist mikromechanisch 

durch die Verzahnung des Adhäsionsharzs in rauen Mikrostrukturen der Dentinoberfläche, die durch 

das Ätzen mit Phosphorsäure entstehen. Das Adhäsivharz dringt auch in die Dentintubuli ein und 

erzeugt "Tags" aus Harzen für die mechanische Retention. Darüber hinaus erfolgt die chemische 

Bindung funktioneller Gruppen der Adhäsivmonomere, einschließlich Phosphat- und 

Carboxylgruppen, an die organischen oder anorganischen Bestandteile des Dentins 6. 

 

Abbildung 1: Schematische Darstellung der Grenzschicht zwischen Kompositharz und Dentin. An der Grenzschicht zwischen Dentin 

und Adhäsionsharz konnte die Ausbildung von Harz „Tags“ beobachtet werden (modifiziert nach Lee et al., 2015 6). 

 

Ein anderes Beispiel ist in Zeiten des Klimawandels hochaktuell. Um das 2 °C Ziel des Pariser 

Abkommens einhalten zu können, müssen fossile Brennstoffe durch erneuerbare Energien ersetzt 

werden. Photovoltaikanlagen können dabei einen großen Anteil leisten 7. Solarzellen werden in zwei 

Typen unterteilt: anorganische Solarzellen und organische Solarzellen. Anorganische Solarzellen, 

z.B. Silizium-Solarzellen, werden bereits seit vielen Jahren kommerziell erfolgreich genutzt. 

Organische Solarzellen auf Polymerbasis haben im Vergleich dazu viele Vorteile, z. B. niedrige 

Kosten, geringes Gewicht, niedrige/keine Toxizität, Flexibilität, hoher Absorptionskoeffizient, 

Semitransparenz und einfache sowie großflächige Herstellung 8. Photovoltaische Funktionspolymere 

bieten darüber hinaus ein breites Spektrum an Eigenschaften, die sich wirksam steuern lassen: 

Optische Eigenschaften (Absorptionsbereich und Intensität), elektronische Eigenschaften 

(Energieniveau und Ladungsträgermobilität) und die Filmmorphologie. Organische Solarzellen 

bestehen aus der aktiven Schicht, den Grenzflächenschichten und den Elektroden, die sich aus dem 

Elektronendonator und dem Elektronenakzeptor zusammensetzen (Donator-Akzeptor-System). 

Diese bestehen aus Fullerenen oder konjugierten Polymeren. Damit kann momentan ein 
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Wirkungsgrad von über 17 % erzielt werden. Dieser liegt jedoch noch deutlich unter dem 

Wirkungsgrad von anorganischen Solarzellen und muss vor der Kommerzialisierung noch weiter 

erhöht werden 9. 

Auch aus der Natur können wir viel über funktionelle Polymere lernen, indem wir nachahmen, wie 

Pflanzen oder Tiere auf äußere Reize reagieren. Chamäleons können ihre Farbe der Umgebung 

anpassen. Die Blätter der Mimosa pudica reagieren sofort auf Berührung und die Seegurke verändert 

ihre Konsistenz bei Gefahr. Dies gelingt z. B. der Seegurke, indem funktionale Biopolymere wie 

Kollagen-Nanofasern in der Dermis getriggert werden und dadurch die Festigkeit erhöht wird. Durch 

solche Naturbeobachtungen inspiriert, wurden synthetische funktionale und reaktionsfähige 

Polymere entwickelt – die „smarten Polymere“ 5. Smarte Polymere ändern ihre Eigenschaften oder 

Form reversibel oder irreversibel in Abhängigkeit ihrer Umgebung. Auslösende Faktoren können 

Temperatur, Anwesenheit von Wasser, pH-Wert, Licht (-intensität), elektrische/magnetische Felder 

und weiteres sein. Als „smart“ werden funktionale Polymere nur bezeichnet, wenn auf kleine 

Änderungen große Reaktionen folgen 10. Diese Reaktionen können geometrische Dimensionen haben 

(Form), Wiederherstellung, Veränderungen der Polarität der Mikroumgebung, Spaltung oder 

Neubindung kovalenter Bindungen, Farbe und Lumineszenz, Oberflächeninfiltration, 

Selbstheilungsverhalten usw. 9. Eine Untergruppe der smarten Polymere sind Polymere mit 

Formgedächtnis, die meistens in Abhängigkeit der Temperatur ihre Form verändern. Die smarten 

Polymere haben die Fähigkeit, von einem verformten Zustand (vorübergehende Form) in ihre 

ursprüngliche (dauerhafte) Form zurückzukehren, wenn ein äußerer Reiz (Auslöser) auf sie einwirkt 

10. 

Die Wechselwirkung von Polymeren mit ihrer Umgebung hängt weitgehend von ihren funktionellen 

Gruppen ab. Die Positionierung von funktionalen Gruppen an den Enden der Polymerkette oder in 

genau definierten Segmenten hat großen Einfluss auf die endgültigen Eigenschaften des funktionellen 

Polymers. In chemischen Reaktionen reagieren die funktionellen Gruppen eines Polymers, ohne dass 

die Polymerkette degradiert wird 11. Funktionelle Gruppen in Polymeren treten in unterschiedlichen 

Konzentrationsbereichen auf. Dies reicht von wenigen Anteilen pro Million, wie zum Beispiel bei 

Endgruppen, bis in den Prozentbereich. Als funktionelle Gruppen können unter anderem Carboxyl-, 

Carbonyl-, Alkyl-, Aryl-, Amino-, Nitril- oder Silizium-Wasserstoffgruppen fungieren 12. Die 

meisten funktionalen Polymere sind aus einfachen linearen Hauptketten aufgebaut. Es gibt allerdings 

auch Polymere, die andere Topologien aufweisen und dreidimensionale Strukturen wie Sterne, 

hyperverzweigte Polymere, Ringe und Dendrimere (baumartige Strukturen) bilden können. Als 
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Bausteine für die Polymere kommt eine Vielzahl an Monomeren in Frage. Aus diesen lassen sich für 

unterschiedliche Anwendungen die passenden Homo- oder Copolymere aufbauen 3. Eine Auswahl 

an Monomerbausteinen ist in Abb. 2 zu sehen. 

 

Abbildung 2: Monomerbausteine für funktionale Polymere 3. 

 

Um aus den einzelnen Monomerbausteinen Polymere zu bilden, kommen verschiedene 

Polymerisationsmethoden in Frage, wie die direkte anionische, kationische, radikalische und 

Koordinationspolymerisation. Alternativ können auch Modifikationen an vorgeformten 

Polymerketten stattfinden 13. 

 

1.2 Spacergruppen 

Funktionelle Gruppen, die direkt an die Hauptkette von Polymeren gebunden sind, zeigen oft eine 

verringerte Aktivität oder Reaktivität. Diese geringere Reaktivität entsteht durch sterische Hinderung 

oder durch Beeinträchtigung der Reaktivität der funktionellen Gruppe, ausgelöst durch die gesamte 

oder einen Teil der Polymerkette. Es wurde beobachtet, dass die Reaktionsfähigkeit von funktionalen 

Gruppen unbeeinflusst von ihrer Nähe zur Hauptkette gewährleistet werden kann, wenn diese durch 

Abstandhalter, sogenannte Spacergruppen, von der Hauptkette getrennt wurden 14. Aber nicht nur in 

ihrer Funktion als Abstandhalter sind Spacergruppen oft ein essentieller Bestandteil von funktionellen 

Polymeren. Sie entscheiden über die chemischen, physikalischen und biologischen Eigenschaften der 

Polymere anhand ihrer Länge, beeinflussen die Stereospezifität oder können die Polymerisation 

fördern. Auch die Bindungswahrscheinlichkeit wird verbessert und die Flexibilität und Formbarkeit 

beeinflusst. Dabei können Spacergruppen flexibel oder fest sein 14,15. 
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In der Natur kommen Spacergruppen ebenfalls sehr häufig vor. So ermöglichen die flexiblen 

Spacergruppen die Bildung der Doppelhelix. Auch Proteine können ihre komplexen Tertiär- und 

Quartärstrukturen nur dadurch ausbilden, dass verschiedene Molekülbereiche miteinander 

interagieren können. Dies kann unter anderem durch bestimmte Aminosäureabfolgen erreicht 

werden, die die Funktion als Spacer erfüllen. Erst dies kann die Funktionalität von Enzymen und 

anderen Proteinen ermöglichen 15 und ist z.B. wichtiger Bestandteil beim Design von rekombinanten 

Antikörpern oder Enzymen. 

Spacer in Polymeren können aus unterschiedlichen Bausteinen aufgebaut sein. Oft bestehen sie aus 

Methylen-, Phenylen-, Ethylenoxid-, Disiloxan- oder Phenoxyalkylengruppen. Anhand von 

Methylengruppen in synthetischen Polymeren konnte so spezifisch die verbesserte Löslichkeit und 

erhöhte Temperaturstabilität nachgewiesen werden 16,17. Wenn funktionale Gruppen über eine 

Spacereinheit mit Polymeren verknüpft werden, erfolgt dies über Hydroxyl- oder Carboxyl-Gruppen 

mittels nukleophiler Substitution. Dabei werden am Polymer befindliche Abgangsgruppen wie z. B. 

Methylsulfonyl- oder Methoxy-Gruppen abgespalten 18. Ein Beispiel ist in Abb. 3 zu sehen.  

 

Abbildung 3: Synthese eines funktionalen Polymers mit Spacergruppe. Die Kugel stellt das Polymer dar (modifiziert nach Anyanwu 

und Venkataraman, 2003 18). 

 

Funktionale Polymere mit Spacern können aber auch entstehen, indem Monomere mit Spacergruppen 

polymerisieren. 

 

1.3 Monoester als Spacergruppen 

Monoester von symmetrischen Dicarbonsäuren und symmetrischen Diolen können als monomere 

Spacergruppen für funktionelle Polymere fungieren. In der pharmazeutischen Industrie wie bei 

Dentalanwendungen oder in der medizinischen Chemie sind diese Spacergruppen Schlüsselbausteine 

und werden zunehmend nachgefragt 19–22. Die Herstellung von Monoestern kann (1.) durch die 

chemische oder enzymatische Hydrolyse von Diol-diestern bzw. von Dicarbonsäure-diestern in 
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Abhängigkeit des pH-Wertes oder (2.) durch die Veresterung von Diolen mit Carbonsäuren bzw. 

Alkoholen mit Dicarbonsäuren erfolgen. Als weitere Möglichkeit kommt (3.) die Umesterung des 

Diesters mit dem entsprechenden Alkohol zum Monoester in Betracht 23–30. Die chemische Synthese 

führt zu einem Reaktionsgemisch aus dem gewünschten Monoester, dem Diester und einem Alkohol. 

Enzymatische Reaktionen können selektiver erfolgen (Abb. 4 A und B). 

 

Abbildung 4: Chemische und enzymatische Synthese von Monoestern symmetrischer Dicarbonsäuren und von symmetrischen Diolen. 

A zeigt die Hydrolyse von Diol-diestern und Veresterung von Diolen und Carbonsäuren.  

B zeigt die Hydrolyse von Dicarbonsäure-diestern und Veresterung von Dicarbonsäuren und Alkoholen. 

 

 

Die chemischen Reaktionen verlaufen meistens nicht selektiv, da entweder beide Esterbindungen 

gespalten werden oder beide Carboxyl- bzw. beide Hydroxygruppen verestert/umgeestert werden. 

Außerdem sind die meisten verwendeten chemischen Prozesse nicht umweltfreundlich. Die 

Zusammensetzung des Reaktionsgemisches aus Monoester, Diester und Alkohol ist abhängig von der 

verwendeten Methode 31. Aber nicht nur die verwendete Methode, sondern auch die Struktur des 

Substrates beeinflusst die Ausbeute und Selektivität des Produktes. Dies wurde so bereits für die 

mikrowellenunterstützte Hydrolyse von Carbonsäureestern durch InI3/SiO2/H2O mit einer Ausbeute 
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zwischen 70 % und 93 % je nach Länge und Struktur des Substrats gezeigt 32. Mit anderen 

chemischen Methoden wie der Verwendung von quaternären Ammoniumsalzen werden noch 

geringere Ausbeuten von lediglich 20-80 % Monoester erzielt. Dabei erfolgt der Einsatz der 

Aluminiumsalze unter Einsatz verschiedener molarer Verhältnisse an NaOH und Wasser mit 

organischen Lösungsmittel-Gemischen. Nach erfolgter Reaktion muss der Katalysator aus dem 

Reaktionsprodukt wieder entfernt werden 24.  

Enzymatische Reaktionen können deutlich selektiver als chemische Reaktionen verlaufen, sodass 

gezielt nur die gewünschten Monoester synthetisiert werden. So konnten bereits erfolgreich 

enzymatische Synthesen zur Herstellung von Dicarbonsäure-monoestern und Diol-monoestern mit 

Ausbeuten von bis zu 100 % durchgeführt werden 20,21,32–34. 

Bei den drei Anfangs genannten Methoden zur Herstellung von Monoestern  

(1. Monohydrolyse 34,35; 2. selektive Veresterung 36; 3. Umesterung 33,37 mittels Enzymen) müssen 

jeweils die entsprechenden Konditionen der Reaktion beachtet werden. Die Durchführung der ersten 

Reaktion findet bevorzugt in wässrigen Systemen statt. Zur Löslichkeitsvermittlung zwischen 

Substrat und Enzymen können Cosolventien hinzugegeben werden 22. Die zweite Reaktion findet 

dagegen nahezu ausschließlich in organischen Lösungsmitteln statt, wobei nur die zur Spaltung 

benötigte stöchiometrische Wassermenge hinzugegeben wird, um eine Rückreaktion soweit wie 

möglich zu verhindern. Bei beiden Reaktionen ist es essentiell, dass der pH-Wert konstant gehalten 

wird, da Reaktionen mit Carbonsäuren den pH-Wert der Lösung verändern. Die dritte Reaktion der 

Umesterung benötigt keinen Zusatz von Wasser. 

Enzyme sind für Reaktionen im wässrigen Milieu evolutionär optimiert. Dies führt zunächst zu 

Nachteilen bei der Umsetzung stark lipophiler Substrate. Diese Problematik kann jedoch durch die 

Auswahl von lösungsmitteltoleranten Enzymen bzw. geeignete technologische Maßnahmen 

minimiert werden 38–40. Daher werden bei der Synthese von Dicarbonsäure-monoestern bzw. Diol-

monoestern häufig organische Lösungsmittel oder Cosolventien eingesetzt. Diese dienen der 

Löslichkeitsvermittlung aufgrund der hohen Hydrophobizität der langkettigen Substrate 40. Der 

Wassergehalt des Reaktionsmediums beeinflusst sowohl den maximalen Umsatz als auch die 

Aktivität der Enzyme. Zweiphasensysteme, bestehend aus Wasser - organischen Lösungsmittel, 

reverse Micellen oder nur organische Lösungsmittel, kommen bevorzugt zum Einsatz. Die Enzyme 

liegen dabei vorwiegend an einen polymeren Träger oder durch Einschluss in einem Gel in 

immobilisierter Form vor. Derartige Immobilisierungen bewirken eine weitere Stabilisierung der 
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eingesetzten Enzyme, was die Ausbeute deutlich erhöht 34,41. Generell kann die Immobilisierung der 

Enzyme durch viele verschiedene Methoden erfolgen, wobei eine große Anzahl von 

Trägermaterialien und Methoden zur Verfügung stehen: z.B. durch die Bindung an einen Carrier (wie 

Cellulose, Amberlite oder Silika 42), Einbettung und Quervernetzung 43, physikalisch, ionisch oder 

kovalent. Die physikalische Immobilisierung ist aufgrund hoher Substratkonzentrationen meist zu 

schwach um eine ausreichend feste Bindung an einen Träger zu erhalten. Ionische Wechselwirkungen 

binden die Enzyme wesentlich stärker an ihre Oberfläche und kovalente Verknüpfungen verhindern 

gänzlich das Lösen des Biokatalysators vom Material, was die Wiederverwendung des häufig teuren 

Materials unmöglich macht 43. Während bei den bisher beschriebenen Varianten eine Bindung direkt 

an einen vorgefertigten Träger erfolgt, wird bei der Einbettung die polymere Matrix in Anwesenheit 

der Enzyme gebildet. Das bietet den Vorteil, dass auch Enzymextrakte ohne vorherige Reinigung 

immobilisiert werden können, ohne die Kapazität der Enzymbindung zu beeinflussen und dass auch 

leicht eine Co-Immobilisierung mehrerer Biokatalysatoren möglich ist 43. Beispiele hierfür sind die 

Einbettung in Calciumalginat, Polyacrylamid oder Silikat Sol-Gel, wobei Calciumalginat auch für 

die Immobilisierung lebender Zellen verwendet wird 44. Gänzlich auf einen Träger verzichtet wird 

beim Crosslinking, wo Enzymaggregate über ein bifunktionales Reagenz synthetisiert werden. 

Nachteil hierbei ist, dass durch die Verlinkungen eine hohe Verdünnung des Katalysators einhergeht 

und so die Aktivität sehr stark herabgesetzt wird 43. 

Ein weiterer Vorteil der enzymatischen Hydrolyse sind die oft milden Reaktionsbedingungen, die bei 

Normaldruck und niedrigen Temperaturen ablaufen. Da sie biologisch abbaubar und ungiftig sind 

sowie sich mittels erneuerbarer Energien herstellen lassen, bieten sie zudem eine umweltfreundliche 

Alternative zur chemischen Katalyse 45–47. 

 

1.4 Hydrolasen zur Monoestersynthese 

Zur putativen enzymatischen Hydrolyse von Diestern kommen Vertreter der Enzymklasse 3 (EC: 

3.x.x.x), die Hydrolasen, infrage. Aus diesem Pool an Enzymen wurden schon viele Vertreter auf ihre 

Fähigkeit zur Diesterhydrolyse getestet und schon einige vielversprechende Kandidaten identifiziert. 

So wurden insbesondere aus der Klasse der Carboxylesterhydrolasen bereits echte Esterasen 

(Carboxylesterase), Cutinasen, Tannasen und Lipasen erfolgreich getestet 21,23,35,40. Diese 

katalysieren die Hydrolyse von Carboxylestern, die Veresterung von Alkoholen und Carbonsäuren, 

sowie die Transveresterung zweier Ester. Trotzdem unterscheiden sich alle vier Enzyme stark in 
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ihrem Substratspektrum. Cutinasen sind dabei vor allem hydrolytische Enzyme, die Cutin, das 

kutikuläre Polymer höherer Pflanzen bestehend aus Hydroxy- und Epoxyfettsäuren abbauen 48. In 

vitro weisen Cutinasen eine hohe hydrolytische Aktivität hinsichtlich einer großen Anzahl an Estern 

auf - von löslichen synthetischen Estern bis zu unlöslichen langkettigen Triglyceriden 49. In vivo 

hydrolysieren Cutinasen bevorzugt mittel- bis langkettige primäre Alkohol-Carbonsäureester 50. 

Tannasen katalysieren die Spaltung veresterter hydrolysierbarer Tannine wie Tanninsäure-, 

Methylgallat-, Ethylgallat-, n-Propylgallat-, Isoamylgallat- oder Gallussäure-Estern 51 und/oder die 

Veresterung von Gallussäure mit Alkoholen unterschiedlicher Länge 40. Klassische Esterasen 

bevorzugen vor allem kurzkettige Substrate 52, weisen aber gleichzeitig eine sehr breite 

Substratspezifität auf 53. Lipasen zeigen ein sehr variables Substratspektrum 54. Generell spalten 

Lipasen Triglyceride in Di- und Monoglyceride sowie Fettsäuren und Glycerol 37. Während allerdings 

manche Lipasen nicht in der Lage sind, sekundäre Ester zu spalten, hydrolysieren andere wiederum 

primäre und sekundäre Ester. Eine dritte Gruppe an Lipasen ist hingegen nur zu Fettsäuren selektiv 

und spaltet ausschließlich Estergruppen einer speziellen Fettsäure. Vor allem Lipasen werden derzeit 

u. a. zur effizienten Synthese von Dicarbonsäure-Monoestern genutzt 20,21,33–35,55, die zu 

Schüsselsubstanzen in der pharmazeutischen Industrie oder als Synthesebausteine in der chemischen 

Industrie zählen 19–21,34,35,55. Bei diesen Anwendungen wird bevorzugt von einem Diester 

ausgegangen, bei dem selektiv eine Esterbindung hydrolysiert wird. Seltener erfolgen Veresterungen 

selektiv. Auch Carboxylesterasen werden meistens auf diese Weise eingesetzt 56,57. Cutinasen und 

Tannasen wurden bisher vor allem für die Esterhydrolyse und Veresterung von Monoestern bzw. 

Mono-Alkoholen und Mono-Carbonsäuren verwendet 23,40,58. 

Aus der Klasse der Amidasen wurde bereits eine Amidase erfolgreich auf die Hydrolyseaktivität 

getestet 21. Diese katalysieren die Hydrolyse von Amiden zu freien Carbonsäuren und Ammonium. 

Amide werden von Amidasen stereospezifisch so umgesetzt, dass mit einem Ergebnis von annähernd 

100 % die gewünschte chirale Amino- bzw. Carbonsäure hergestellt werden kann. 

Mit den Peptidasen wurde noch eine weitere Enzymklasse untersucht, die zwar auch zur Hydrolyse 

von Diestern in der Lage ist, aber geringe Ausbeuten zeigt 21,56. Die katalytische Funktion von 

Peptidasen besteht darin, die Peptidbindungen von Proteinen zu hydrolysieren. 

In dieser Arbeit werden Lipasen und echte Esterasen zur Eignung zur Monoestersynthese untersucht. 

Daher werden diese beiden Enzymklassen im Folgenden näher beschrieben. 
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Lipasen 

Lipasen (Triacylglycerinhydrolasen E.C. 3.1.1.3) sind Enzyme, die die Hydrolyse von 

Triacylglycerinen zu Diacylglycerinen, Monoacylglycerinen und Glycerin sowie Fettsäuren 

katalysieren 59. Das Vorhandensein von Lipasen wurde bereits 1901 bei Bacillus prodigiosus, B. 

pyocyaneus und B. fluorescens (heute: Serratia marcescens, Pseudomonas aeruginosa and P. 

fluorescens) beobachtet, die heute die am besten untersuchten Lipase produzierenden Bakterien 

darstellen. Enzyme, die die Fähigkeit haben, Triglyceride zu hydrolysieren, werden somit seit über 

100 Jahren erforscht. Dabei wurde die Fähigkeit von Lipasen, die Hydrolyse und auch die Synthese 

von Estern zu katalysieren, bereits vor fast 70 Jahren erkannt 60. Die erste Lipase wurde 1834 von J. 

Eberle und anschließend 1856 von C. I. Bernard in der Bauchspeicheldrüse identifiziert 61. Die erste 

kommerziell rekombinante Lipase wurde allerdings 1994 aus dem Pilz Thermomyces lanuginosus 

isoliert und in Aspergillus oryzae exprimiert 62. Traditionell wurden Lipasen aus der tierischen 

Bauchspeicheldrüse gewonnen und als Nahrungsergänzungsmittel zu Unterstützung der Verdauung 

in Form von gereinigtem oder ungereinigtem Material eingesetzt 63. Auch wenn die Lipase aus der 

Bauspeicheldrüse am besten untersucht ist, existieren Lipasen in vielen weiteren Organen und 

Gewebe vom Menschen und Tieren. Dort unterstützen sie z.B. im Magen-, Zungen- und Rachenraum 

den Fettabbau in der Nahrung 64,65. Im Vergleich zu Lipasen menschlichen oder tierischen Ursprungs 

sind pflanzliche Lipasen von deutlich geringerem Interesse. Diese befinden sich häufig in Ölsaaten, 

Getreide, latexproduzierenden Pflanzenarten und sogar Meeresalgen 66,67. Beispiele dafür sind Raps, 

Palme, Soja, Rizinus, Hafer, Getreide, Weizen, Reis, Erdnüsse oder Leinsamen 68. Die am weitesten 

verbreiteten Arten von Pflanzenlipasen sind Ölsaatenlipasen 69, die besonders während der Keimung 

stark exprimiert werden. Mikrobielle Lipasen umfassen alle Klassen von Mikroorganismen, von 

Pilzen über Bakterien bis hin zu Actinomyceten 70. Bei der Herstellung werden, im Vergleich zu 

pflanzlichen oder tierischen Lipasen, mikrobielle Lipasen häufig als günstiger angesehen. Das liegt 

u. a. an der großen Vielfalt an katalytischen Aktivitäten, den hohen Ausbeuten, der einfachen 

genetischen Manipulation, die einfache Kultivierung aufgrund fehlender saisonaler Schwankungen 

und das schnelle Wachstum der Mikroorganismen auf kostengünstigen Medien. Mikrobielle Enzyme 

sind auch stabiler als die entsprechenden pflanzlichen und tierischen Enzyme und ihre Produktion ist 

bequemer und sicherer 71. Daher wird auch ein Großteil der Lipasen aus Bakterien und Pilzen isoliert 

72. 50 % der industriell produzierten Lipasen haben ihren Ursprung in Mikroben 73. Die in Pilzen 

vorkommenden Lipasen werden häufig sezerniert und lassen sich daher einfach extrahieren. Die 

wichtigsten Quellen für solche Lipasen sind A. niger, A. terreus, A. carneus, C. cylindracea, 



Kapitel 1 

11 

 

H. lanuginose (T. lanuginosus), M. miehei, R. arrhizus, R. delemar, R. japonicus, R. niveus und 

R. oryzae 74. Extrazelluläre Lipasen werden von vielen Hefen sezerniert, um weitere Nahrungsquellen 

zu erschließen. Der Kohlenstoff-Stoffwechsel von Hefen basiert vor allem auf Kohlenhydraten. Aber 

das Vorhandensein von Lipasen ermöglicht auch "nicht-konventionelle" Kohlenstoffquellen wie 

Triglyceride und andere Lipide mit Esterbindungen zu verstoffwechseln. Triglyceride können 

Zellmembranen nicht passiv passieren und müssen zu Monoglyceriden und freien Fettsäuren 

außerhalb der Zelle abgebaut werden, bevor diese in die Zelle gelangen können. Dieser Prozess 

erfordert, dass Lipasen in das Medium sezerniert werden, um die Lipide zu hydrolysieren 75. 

Mittlerweile konnte aber auch eine Vielzahl an intrazellulären Lipasen identifiziert und charakterisiert 

werden. Bekannte Beispiele dafür sind Lipasen aus Y. lipolytica 76, S. cerevisiae 77, R. chinenesis 78 

oder M. alliacea 79. Intrazelluläre Lipasen sind momentan dafür bekannt, an der Hydrolyse von 

Triglyceriden aus Fetttropfen (LDs = lipid droplets) mitzuwirken. Fetttropfen speichern Neutralfette 

wie Triglyceride, Diglyceride und auch Cholesterinester 80–83. 

Die meisten Lipasen sind bei Raumtemperatur in neutralen wässrigen Lösungen stabil. Oft zeigen sie 

ein breites pH-Aktivitätsprofil mit hohen Aktivitäten zwischen pH 5 und pH 9. Das Maximum an 

Aktivität liegt meist zwischen pH 6 und pH 8. Co-Faktoren sind für die Lipaseaktivität nicht 

notwendig. Allerdings können sich Substanzen, die die Eigenschaften zwischen dem Substrat und der 

wässrigen Phase beeinflussen, auf die Reaktionsgeschwindigkeit auswirken 84. Lipasen zeigen 

oftmals ein Temperaturoptimum zwischen 10 und 96 °C 85. Das Molekulargewicht befindet sich 

meistens zwischen 27 bis 120 kDa 70. 

Lipasen katalysieren eine große Vielzahl an Synthesereaktionen. Diese lassen sich in zwei 

Haupttypen einteilen – die Veresterung und die Umesterung. Bei der Veresterung wird eine Fettsäure 

durch eine kovalente Bindung an einen Alkohol gebunden, wodurch ein Ester entsteht und ein 

Wassermolekül freigesetzt wird. Bei der Umesterung wird der Alkoholrest eines Esters durch einen 

anderen Alkoholrest ausgetauscht 86. Außerdem können Lipasen dazu verwandte Aktivitäten zeigen. 

Dazu zählen die Reaktionen von Phospholipasen, Lysophospholipasen, Cholesterinesterasen, 

Cutinasen oder Amidasen 87. Lipasen sind durch eine α/β Hydrolase-Faltung gekennzeichnet und 

zeigen eine konservierte katalytische Triade. Die meisten Lipasen besitzen das Konsensmotiv G-X1-

S-X2-G. 

Bei Untersuchungen der dreidimensionalen Strukturen zeigte sich das Vorhandensein der typischen, 

konservierten α/β-Struktur, die in hydrolytischen Enzymen verschiedener Herkunft weit verbreitet 
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ist. Dazu zählen z.B. Haloalkandehalogenasen, Acetylcholinesterasen, Dienlacton-Hydrolasen, 

Serin-Carboxypeptidasen, Carboxylesterasen, Cutinasen, Thioesterasen, Prolin-Iminopeptidasen, 

Prolin-Oligopeptidasen und Epoxidhydrolasen 88,89. Die α/β-Struktur besteht im Allgemeinen aus 

einer zentralen Anordnung von acht parallelen β-Faltblättern (Anordnung 12435678), wobei nur der 

zweite Strang antiparallel (β2) verläuft 89. Die Stränge β3-β8 sind durch α-Helices verbunden 88 

(Abb. 5). 

 

Abbildung 5: Die Struktur der α/β-Hydrolasen. α-Helices sind durch blaue Spiralen gekennzeichnet und β-Faltblätter durch grüne 

Pfeile. Die Aminosäurereste der katalytischen Triade sind in Kreisen dargestellt. Das Serin dient als Nucleophil und die Asparaginsäure 

bzw. das Glutamat als Säure. Die Ausprägung (gestrichelte Linie) und die genaue Anzahl der Elemente können variieren (angepasst 

nach Casas-Godoy et al., 2018 90). 

 

In mehreren Lipasen bestehen Variationen der α/β-Struktur. Dies zeigt sich in Unterschieden in der 

Anzahl der α-Helices, der β-Faltblätter, der Krümmung der β- Faltblätter, der Länge der Schleifen 

und der Architektur der Substratbindungsstellen 88,91,92. Lipasen sind auch durch das Vorhandensein 

von Disulfidbrücken charakterisiert, die dem Enzym Stabilität verleihen und oft eine wichtige Rolle 

für ihre katalytische Aktivität spielen 93,94. Die bei Lipasen konservierte katalytische Triade besteht 

aus einem Serin als Nukleophil, einem Histidin und Asparaginsäure/Glutaminsäure als saurem Rest. 

In der α/β-Struktur befindet sich das katalytische Serin in einer γ-ähnlichen Windung. Dieses folgt 

nach dem β5-Faltblatt und vor der folgenden α-Helix, in einem hochkonservierten Strukturmerkmal 

86,89. Die Asparaginsäure oder die Glutaminsäure befindet sich in einer Schleife nach dem β7-Faltblatt 

und das Histidin in einer Schleife nach dem β8-Faltblatt 95. Bei einer Unterklasse von 
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Esterasen/Lipasen wurde allerdings beobachtet, dass bei der G-X1-S-X2-G-Konsensussequenz, die 

das katalytische Serin enthält, diese durch eine GDSL-Sequenz ersetzt wurde, die sich in der Nähe 

des N-Terminus des Proteins befindet 96,97.  

Der mehrschrittige Reaktionsmechanismus für Lipasen ist in Abb. 6 dargestellt. Beim ersten Schritt, 

der Acylierung, wird ein Proton zwischen der Asparaginsäure, dem Histidin und den Serinresten der 

Lipase übertragen. Dies führt zur Aktivierung der Hydroxylgruppe des katalytischen Serins. 

Daraufhin erfolgt ein nukleophiler Angriff des Serins auf die Carbonylgruppe des Substrats. Es 

entsteht das erste tetraedrische Zwischenprodukt mit einer negativen Ladung am Sauerstoff der 

Carbonylgruppe. Das Oxyanionen-Loch stabilisiert dabei die Ladungsverteilung und die Bildung von 

mindestens zwei Wasserstoffbrückenbindungen. Anschließend findet der Deacylierungsschritt statt, 

bei dem ein Nucleophil das Enzym angreift. Dann wird das gebildete Produkt freigesetzt und das 

Enzym regeneriert. Bei dem Nucleophil handelt es sich entweder um Wasser (bei einer Hydrolyse) 

oder um einen Alkohol (bei einer Alkoholyse) 90. Die Aminosäuren, die das sogenannte Oxyanionen-

Loch bilden, stabilisieren den Übergangszustand durch Wasserstoffbrücken zwischen ihren 

Amidgruppen im Rückgrat und dem Sauerstoff der Carbonylgruppe des Substrats 98–100. Der erste 

Rest des Oxyanionenlochs ist der X2-Rest der Konsensussequenz G-X1-S-X2-G. Dieser befindet sich 

hinter dem β5-Faltblatt neben dem katalytischen Serin, innerhalb strukturell konservierter 

sogenannter „nukleophiler Ellbogen“ 98. Der zweite Rest des Oxyanionenlochs befindet sich im N-

terminalen Teil der Lipasen, in der Schleife zwischen dem β3-Faltblatt und der α1-Helix 100. In der 

Lipase Engineering Datenbank werden die Lipasen auf Grundlage ihres Oxyanionenlochs in drei 

Klassen eingeteilt: GX, GGGX und ϒ. GDSL-Enzyme verfügen nicht über den nukleophilen 

Ellbogen 90.  
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Abbildung 6: Katalytische Mechanismus von Lipasen. Übernommen von Casas-Godoy et al., 2018 90. 

 

Die Aufnahmen der ersten dreidimensionalen Strukturen der Lipase von R. miehei und der 

menschlicher Pankreaslipase 101,102 zeigte einen Deckel über dem aktiven Zentrum. Der Deckel 

besteht aus einer oder mehreren α-Helices, die mit der Hauptstruktur des Enzyms durch eine flexible 

Struktur verbunden ist. Er ist ein bewegliches Element, das durch eine Konformationsänderung in 

Gegenwart einer Lipid-Wasser-Grenzfläche das aktive Zentrum freilegt. Die Konformationsänderung 

ermöglicht den Zugang des Substrats zum aktiven Zentrum 100. Dieser Mechanismus wird als 

Grenzflächenaktivierung bezeichnet und erklärt das Nicht-Michaelis-Menten-Verhalten der meisten 

Lipasen. Tatsächlich steigt die Lipaseaktivität deutlich an, wenn die Substratkonzentration hoch 

genug ist, um Mizellen und Emulsionen zu bilden 86. Dies führt zu einer sigmoiden Kurve, wenn die 

anfängliche Reaktionsgeschwindigkeit gegen die Substratkonzentration aufgetragen wird. Wenn die 

Grenzfläche fehlt, ist der Zugang zum aktiven Zentrum blockiert und das Enzym ist inaktiv. 

Mittlerweile hat sich allerdings herausgestellt, dass nicht alle Lipasen einen Deckel besitzen. Ein 

prominentes Beispiel dafür ist die Lipase von Candida antarctica B. Auf Basis des Deckeltyps der 

Domäne lassen sich diese Lipasen in drei Gruppen einteilen: Lipasen ohne Deckel, Lipasen mit einer 

Schleife oder einer Helix als Deckel und Lipasen mit zwei oder mehr Helices als Deckel. Es wurde 

beobachtet, dass thermostabile Lipasen größere Deckeldomänen mit zwei oder mehr Helices 

enthalten, während mesophile Lipasen eher kleinere Deckel in Form einer Schleife oder einer Helix 

aufweisen 103. 

Das aktive Zentrum von Lipasen befindet sich im Inneren einer Tasche auf der Oberseite des zentralen 

β-Faltblattes. Die Oberfläche des Taschenrandes besteht hauptsächlich aus hydrophoben Resten, die 
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mit dem hydrophoben Substrat wechselwirken. Die Substrat-Bindungsstellen von Lipasen 

unterscheiden sich in ihrer hydrophoben Wechselwirkungsfläche, Tiefe, Form und Größe der Tasche 

und den physikochemischen Eigenschaften ihrer Aminosäuren 91. 

Lipasen sind in ihren Reaktionen selektiv, indem sie manche Reaktionen bevorzugt durchführen. 

Dabei können drei Arten von Spezifität unterschieden werden: Regiospezifität, Enantiospezifität und 

Substratspezifität. So hydrolysieren die meisten Lipasen bevorzugt zwar langkettige Fettsäuren, 

manche Lipasen sind aber auch selektiv für kurz- oder mittelkettige Fettsäuren 90. Generell sollten 

Lipasen nicht nur anhand ihres Substratspektrums unterschieden werden, da genau wie Lipasen auch 

Esterasen und Cutinasen Lipaseaktivität zeigen können und alle diese Enzyme auch Esteraseaktivität 

aufweisen 104. 

Die Nachfrage nach mikrobiellen Lipasen steigt weltweit. Dabei generiert die Produktion der Lipasen 

beträchtliche Einnahmen, die bis 2025 voraussichtlich 797,7 Mio. USD übersteigen werden. 

Angenommen wird dabei eine Wachstumsrate von jährlich 6,2 % (CAGR = Compound annual 

growth rate) 105. Insbesondere pilzliche Lipasen sind mit ihren enzymatischen Eigenschaften und ihrer 

vielfältigen Substratspezifität für industrielle Anwendungen sehr interessant. Sie stellen eine große 

Gruppe an biotechnologisch relevanten Enzymen dar. Da sie sich leicht in der Massenproduktion 

herstellen lassen, gibt es eine Vielzahl an Einsatzmöglichkeiten für Lipasen 85. So werden 

kommerzielle Lipasen z. B. auch in der lebensmittelverarbeitenden Industrie eingesetzt. Dort werden 

sie vielfach für ein besseres Geschmackserlebnis verschiedenen Milchprodukten hinzugefügt oder 

auch für die Verarbeitung von Lebensmitteln wie Bier, Fleisch, Obst oder Gemüse eingesetzt 63,106–

108. Aufgrund ihrer Fähigkeit, Fette zu hydrolysieren, finden Lipasen oft Verwendung als Zusatzstoffe 

in der Waschmittelindustrie. Dort werden sie vielmals eingesetzt, weil sie wegen ihres weiten 

Substratspektrums Fette verschiedenster Zusammensetzung hydrolysieren, herausfordernde 

Waschbedingungen überstehen (pH 10-11, 30-60 °C) und resistent gegenüber Tensiden oder anderen 

Enzymen sind 74. Ein weiteres Anwendungsbeispiel findet sich in der Biodieselproduktion. Dort 

werden Lipasen als Katalysatoren für die Umesterung von Fettsäuren mit einem anderen Alkohol (i. 

a. Methanol) eingesetzt 109. Momentan wird auch viel Potenzial von Lipasen im medizinischen 

Bereich gesehen. Sie werden als Substitutionstherapie eingesetzt, wenn bestehender Enzymmangel 

durch externe Zugabe von Enzymen behoben werden kann. Außerdem können sie Menschen helfen, 

die an Mukoviszidose, Alzheimer oder Atherosklerose leiden. Als Diagnoseinstrument kann ihr 

Vorhandensein oder erhöhte Werte auf eine bestimmte Infektion oder Krankheit hinweisen 110. 
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Carboxylesterasen 

Die Familie der Esterasen (EC 3.1.X.X) lässt sich abhängig von ihrer Substratspezifität in drei 

Gruppen einteilen: A-Esterasen, B-Esterasen und C-Esterasen 111. Zu den A-Esterasen zählen z.B. die 

Paraoxonasen (EC 3.1.8.1), die Organophosphat-Ester hydrolysieren können. B-Esterasen werden 

dagegen von Organophosphaten inhibiert 53. Zu dieser Gruppe zählen Carboxylesterasen (EC 

3.1.1.1), Butyrylcholinesterasen (EC 3.1.1.8) und Acetylcholinesterasen (EC 3.1.1.7). Diese lassen 

sich alle in die Serinesterase-Superfamilie einordnen 112. C-Esterasen, z.B. Acetylesterasen (EC 

3.1.1.6), werden von Organophosphaten nicht beeinflusst 113. Der Fokus des folgenden Abschnitts 

liegt auf den echten Esterasen (Carboxylesterasen). 

Ähnlich wie bei den Lipasen, sind echte Esterasen auch in verschiedenen Organen und Geweben von 

Menschen und Tieren verbreitet (z. B. Affe, Hund, Meerschweinchen, Kaninchen, Maus). Dort 

kommen sie vor allem in Plasma, Gehirn, Leber, Lunge, Dünndarm, Niere, Muskelgewebe, Speichel 

und Eileitern vor 111,114–116. Hier sind Esterasen von essentieller Bedeutung, um die physiologischen 

Funktionen des Körpers aufrecht zu erhalten, potentielle Giftstoffe zu neutralisieren, die Aktivierung 

von Medikamenten aus deren Vorstufen oder die Inaktivierung von aktiven therapeutischen 

Medikamenten zu unterstützen 117. Esterasen pflanzlichen Ursprungs befinden sich in Gemüse und 

Früchten wie Weizen, Papaya, Orangenschalen, Sojabohnen, Reis, Sorghumhirse oder Mais 67,118,119. 

Dort sind sie vor allem in der Zellwand der Pflanzenzelle stark verbreitet. Die häufigsten pflanzlichen 

Esterasen sind Ferulasäureesterase und Pektinmethylesterase 120. Sie sind relevant in biologischen 

Prozessen und bei der Regulierung der Bioaktivität endogener Aktivierungsprodukte. Dies umfasst 

die Hydrolyse von esterhaltigen xenobiotischen Molekülen, Wachstum und Entwicklung, stomatäre 

Bewegung, insektizide Resistenz gegen Infektionen, Reifung, Zellexpansion, Reproduktion und 

Verderb 121. Mikrobielle echte Esterasen sind in Pilzen, Bakterien und Actinomyceten zu finden 122. 

Die Vorteile einer Enzymisolation aus solchen Organismen entsprechen denen, die bereits im Kapitel 

“Lipasen“ aufgeführt wurden. Beispiele für Mikroorganismen, die Carboxylesterasen exprimieren, 

sind Pseudomonas fluorescens, Oenococcus oeni, Pseudomonas sp., Lactobacillus plantarum, 

Bacillus subtilis oder Clostridium botulinum 123–125. Ursprünglich wurden mikrobielle 

Carboxylesterasen aufgrund von Sequenzhomologien in acht Familien eingeteilt. Später wurde die 

Einteilung der Enzyme auf 21 Familien erweitert 124.  

Wie auch Lipasen besitzen Carboxylesterasen die α/β Hydrolase-Faltung und zeigen eine 

konservierte katalytische Triade 126. Meistens zeigen sie das Konsensmotiv G-X1-S-X2-G. Einige 
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Esterasen weisen auch das G-X1-X2-L Motiv auf 127. Der Mechanismus der Esterhydrolyse ist 

derselbe wie bei den Lipasen.  

Im Unterschied zu Lipasen zeigen Carboxylesterasen eine klassische Michaelis-Menten Kinetik. Das 

kommt daher, dass bei Carboxylesterasen kein Deckel das aktive Zentrum verschließt 52. 

Carboxylesterasen haben ein vielfältiges Substratspektrum, was vermuten lässt, dass sie sich 

entwickelt haben, um den Zugang zu Kohlenstoffquellen zu ermöglichen 128. Dabei hydrolysieren 

Carboxylesterasen bevorzugt kurzkettige Ester wie z.B. Ethylacetat und normalerweise nur 

Triglyceride mit einer Kettenlänge von Fettsäuren, die kürzer als C6 ist 52. Dies unterscheidet sie von 

Lipasen, die bevorzugt langkettige Fettsäuren hydrolysieren. Als Substrat zum Screening eignen sich 

auch chromophore Substanzen wie p-Nitrophenylbutyrat für Carboxylesterasen bzw. p-

Nitrophenylpalmitat für Lipasen. Da Lipasen allerdings auch kurz- und mittelkettige Fettsäuren/p-

Nitrophenylester hydrolysieren können, reicht das nicht als Unterscheidungsmerkmal aus. Es muss 

auch immer ein Sequenzvergleich stattfinden 129. Eine weitere Möglichkeit zur Unterscheidung bietet 

sich anhand ihrer pH-abhängigen elektrostatischen Signatur. Das aktive Zentrum von Lipasen zeigt 

ein negatives Potenzial in dem pH-Bereich ihrer maximalen Aktivität (meisten pH 8). Esterasen 

zeigen ein ähnliches Muster, allerdings bei pH-Werten um 6, was mit ihrem gewöhnlich niedrigeren 

pH-Aktivitätsoptimum übereinstimmt 123. 

Im Vergleich zu Lipasen sind mikrobielle Carboxylesterasen noch wenig erforscht. Zu vielen in der 

Natur vorkommenden Reaktionen und Substraten gibt es erst wenige Ergebnisse. Dies liegt unter 

anderem daran, dass es erst eine geringe Anzahl an kommerziell verfügbaren Enzymen gibt. 

Stattdessen werden Lipasen vielfach eingesetzt. Diese verhalten sich in organischen Lösungsmittel 

meist stabil, weisen eine höhere Enantioselektivität und eine umfangreiche Substratspezifizität auf 52. 

Die momentan wahrscheinlich am besten untersuchte Carboxylesterase ist die sogenannte Carboxyl-

esterase NP, die ursprünglich aus B. subtilis stammt. NP leitet sich von Naproxen ab, einem nicht-

steroidalem, schmerzlindernden und entzündungshemmenden Arzneistoff. Naproxen ist chiral und 

wird ausschließlich als (S)-Enantiomer eingesetzt. In einem Pilotmaßstab wurde (R,S)-

Naproxenmethylester in Anwesenheit von Tween 80 hydrolysiert (zur Erhöhung der Löslichkeit des 

Substrates). Die (S)-Säure wurde anschließend von dem verbleibenden (R)-Methylester abgetrennt. 

Letzterer wurde mit einer organischen Base racemisiert. Diese Reaktion ergab (S)-Naproxen mit 

ausgezeichneter optischer Reinheit von 99 % bei einer Gesamtausbeute von 95 % 130. Die 

Carboxylesterase NP wurde bereits 1992 bei der Herstellung von (R,S)-Ibuprofen-Methylester 
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verwendet. Dabei zeigte sie eine höhere Selektivität als die Lipase aus C. rugosa 131. Mikrobielle 

Carboxylesterasen sind auch am Katabolismus von Arylestern beteiligt. Dabei wird aus Benzylestern 

eine Säure freisetzt. Ein Beispiel für eine solche Reaktion findet sich in Enzymen aus Acinetobacter 

sp. 132. Dabei entstehen Benzylalkohole, die anschließend durch Dehydrierung mittels 

Dehydrogenasen zu Benzoaten oxidiert werden. Die weitere Verstoffwechslung erfolgt über den L-

Ketoadipat-Weg. Für eine Lacton-spezifische Esterase aus P. fluorescens wird angenommen, dass 

das Enzym an der Hydrolyse von Lactonen beteiligt ist. Diese werden von Baeyer-Villiger 

Monooxygenasen gebildet. Im Falle von Cyclohexanonen können die entstehenden -

Hydroxysäuren dann weiter zu Adipat metabolisiert werden 52,133. 

 

1.5 Die Hefe Blastobotrys raffinosifermentans 

Hefen sind einzelligen Eukaryoten und dem Reich der Pilze zugeordnet. Sie gehören zu der 

Unterabteilung Saccharomycotina, von der Saccharomyces cerevisiae die bekannteste Art ist 134. 

Während manche etablierte Hefestämme schon lange in biotechnologischen Prozessen verwendet 

werden, wird weiteren Hefen, den nicht-konventionellen Hefen, eine zunehmende Bedeutung 

zugeschrieben. Dazu gehören Schwanniomyces occidentalis, Kluyveromyces lactis, Pichia pastoris, 

Pichia methanolica, Pichia angusta, Pichia guilliermondii, Yarrowia lipolytica, Candida maltose, 

Trichosporon spp, sowie die Hefe Blastobotrys raffinosifermentans 135. Die Hefe 

B. raffinosifermentans wurde in einer Vielzahl von unterschiedlichen, natürlichen Lebensräumen 

gefunden. Der erste Stamm wurde 1984 aus dem Boden isoliert, charakterisiert und zunächst als 

Trichosporon adeninovorans CBS8244T bezeichnet 136. In den folgenden Jahren wurde der Stamm 

LS3 auch aus Holzhydrolysaten in Sibirien, gehäckselter Maissilage in den Niederlanden, 

humusreichem Boden in Südafrika und fermentierten Lebensmitteln wie Pu-Erh-Tee isoliert 137–139. 

1990 führten Van der Walt et al. den neuen Genus Arxula für xerotolerante, ascomycetische, 

anamorphe und arthrokonidiale Hefen ein. Vertreter dieser Klassifizierung sind Arxula adeninivorans 

und Arxula terrestris 140. Im Jahr 2007 wurde die dimorphe Hefe aufgrund eines phylogenetischen 

Vergleichs mit anderen verwandten Arten von Kurtzman und Robnett der Gattung Blastobotrys 

zugeordnet 141. Die aktuellste Genotypisierung aus dem Jahr 2019 zeigt, dass auch der LS3 Stamm 

der Spezies B. raffinosifermentans zugeordnet werden muss 142. 

Das vollständige Genom des Stammes LS3 von B. raffinosifermentans wurde 2014 sequenziert. Das 

haploide Genom mit einer Größe von 11,8 Mb ist auf vier Chromosomen Arad1A (1.659.397 nt), 
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Arad1B (2.016.785 nt), Arad1C (3.827.910 nt) und Arad1D (4.300.524 nt) verteilt 139. Dieses Wissen 

und eine bereits gut entwickelte Transformations- und Expressionsplattform ermöglichen eine 

einfache und schnelle Genmanipulation 143,144. B. raffinosifermentans hat sich bereits als vielfacher 

Gendonor und als guter Wirt für die homologe und heterologe Genexpression erwiesen 145–150. 

Dadurch bietet die Spezies eine gute Alternative zu der am besten untersuchten Hefeart S. cerevisiae 

151,152, die in industriellen Anwendungen nachteilige Besonderheiten wie z.B. Hyperglykosylierung, 

geringe Sekretion und/oder Fehlfaltung von heterologen Proteinen und eine relative Empfindlichkeit 

gegenüber osmotischem Stress und Temperaturextremen aufzeigen kann. 

Wegen seiner interessanten genetischen, biochemischen und physiologischen Eigenschaften wird die 

Hefe B. raffinosifermentans schon seit den 1990ern intensiv erforscht. Die Spezies weist einen 

vielseitigen Stoffwechsel auf und kann verschiedenste Zucker als Substrate assimilieren, was von 

hohem ökonomischem Interesse ist. Dazu zählen L-Arabinose, D-Galaktose, D-Xylose, Saccharose, 

Trehalose, Cellobiose, Raffinose, Stärke und Arbutin. Auch organische Säuren wie Acetat, Butyrat 

und Pyruvat sowie aromatische Verbindungen wie Hydroxybenzoate können als Substrat verwendet 

werden. Als Stickstoffquellen können z. B. Harnstoff, Formamid, Ethanolamin und die meisten 

Aminosäuren verwendet werden 153,154. Besonders interessant ist auch, dass B. raffinosifermentans 

extremophile Eigenschaften wie Osmotoleranz, Thermotoleranz und Halotoleranz aufweist. Während 

nur wenige Hefen Temperaturen über 40 °C tolerieren, kann B. raffinosifermentans bei Temperaturen 

bis zu 48 °C wachsen 155 und überlebt sogar einige Stunden bei 55 °C 156. Wenn 42 °C überschritten 

werden, verändert sich die Morphologie zu langgezogenen, mycelartigen Zellenstrukturen. Sinkt die 

Temperatur wieder unter 42 °C, erfolgt das weitere Wachstum der mycelartigen Zellen als knospende 

Zellen 155. 

In den letzten Jahren wurde B. raffinosifermentans für verschiedene Anwendungsgebiete 

weiterentwickelt. So konnte die Spezies bereits erfolgreich als Biosensor zur Detektion der 

Aktivitäten von Substanzen wie Hormonen oder auch Pharmazeutika verwendet werden 157–163. Auch 

als Ganzzellkatalysator wurde B. raffinosifermentans bereits erfolgreich zur Synthese von 

enantiomerreinen Alkoholen eingesetzt 164–167. Außerdem wurden Enzyme des Purin-Abbauweges 

untersucht, ob sie geeignet sind um Purine in Lebensmitteln zu reduzieren 168. Abgesehen von bereits 

erfolgreich angewendeten Enzymen wurde auch eine Vielzahl weiterer rekombinanter Enzyme 

exprimiert. Dazu zählen z. B. Phytasen 169, Cutinasen 145, eine Laccase 170, eine Invertase 146 oder 

auch eine Glukoamylase 171. Des Weiteren wurde auch bereits eine extrazelluläre Lipase identifiziert 

und charakterisiert 172. Das Auftreten von Lipasen in dem LS3 Stamm ist nicht überraschend, da es 
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sich bei dieser Hefe um eine sogenannte Fetthefe (oleaginous yeast) handelt. So werden Hefen 

bezeichnet, die mindestens 20 % ihrer Biotrockenmasse als Fett speichern. Der Stamm LS3 ist in der 

Lage, mit Glukose als Kohlenstoffquelle 30 % DCW Fett anzureichern 142. „Oleaginous yeasts“ sind 

zum Beispiel interessant, um mit ihnen aus fossilen Rohstoffen gewonnene Oleochemikalien ersetzen 

zu können 173. Andere „oleaginous yeasts“ wie Yarrowia lipolytica spielen bereits eine wichtige Rolle 

in verschiedenen biotechnologischen Anwendungen 174. 

  



Kapitel 1 

21 

 

1.6 Zielsetzung der Arbeit 

Ziel dieser Arbeit ist die enzymatische Synthese von symmetrischen Dicarbonsäuremonoestern bzw. 

Dioldiestern durch neue Lipasen/Carboxylesterasen, da diese als Spacergruppen wichtige 

Ausgangsstoffe in der medizinischen Chemie und bei Polymeranwendungen darstellen. 

Als Gendonor soll hierfür die Hefe B. raffinosifermentans dienen, die sich seit einigen Jahren als 

vielversprechendes Forschungsobjekt mit zahlreichen Möglichkeiten für technologische 

Anwendungen erwiesen hat. Das vollständig sequenzierte Genom der Hefe soll mit Hilfe von 

Datenbanken zum Durchmustern nach putativen Lipasen und Carboxylesterasen verwendet werden. 

Potenzielle Kandidaten müssen isoliert, amplifiziert und in der Hefe selbst überexprimiert werden. 

Anschließend sollen die produzierten Enzyme biochemisch charakterisiert und auf ihre Fähigkeit zur 

Dicarbonsäure-Monoester-Synthese untersucht werden. Letztlich sind die Reaktionsbedingungen für 

die Synthese der Monoester sowie die Formulierung der Biokatalysatoren (als Ganzzellkatalysator, 

isoliert oder immobilisiert) zu optimieren, um möglichst hohe Ausbeuten zu erzielen.  

Um die rekombinanten Enzyme auch im industriellen Maßstab nutzen zu können, müssen sie sich in 

ausreichender Menge herstellen lassen. Dafür sollen Überexpressionsstämme erstellt werden, in 

einem Fed-Batch Verfahren kultiviert und anschließend auf ihre Enzymaktivität, Reinheit und 

Ausbeute untersucht werden. 

Diese Arbeit kann das große Potenzial und die Bedeutung für biotechnologische Anwendungen von 

der Hefe B. raffinosifermentans unterstreichen. Die Arbeit liefert den Nachweis für ein neues Enzym, 

welches selektiv für die Synthese von MEA und weiteren Monoestern verwendet werden kann. 

Mittels Fermentation kann das Enzym auch im Großmaßstab produziert werden, sodass es für die 

industrielle Anwendung verwendet werden kann. 

 



2. MATERIAL UND METHODEN 

 

2.1. Nährmedien und Anzuchtbedingungen 

2.1.1. Verwendete Medien 

 

HVM (YPD) 

Pepton 20,0 g L-1 

Glukose 20,0 g L-1 

Hefeextrakt 10,0 g L-1 

 

HMM-NO3 

KH2PO4  49,6 mmol L-1 

NaNO3 43,5 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 
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Vitaminmix 

Inositol  22,2 mmol L-1 

Ca-D-Pantothenat  1,7 mmol L-1 

Pyridoxin  2,4 mmol L-1 

Thiamindichlorid 1,2 mmol L-1 

Nikotinsäure  0,8 mmol L-1 

Biotin  16,4 μmol L-1 

 

Spurenelemente 

H3BO3 8,1 mmol L-1 

MnSO4·4H2O 1,8 mmol L-1 

ZnSO4·7H2O 1,4 mmol L-1 

Na2MoO4·2H2O 0,8 mmol L-1 

KI 0,6 mmol L-1 

CuSO4·5H2O 0,4 mmol L-1 

CoCl2·6H2O 0,4 mmol L-1 

 

LB-Medium 

Bacto-Trypton 10,0 g L-1 

NaCl 10,0 g L-1 

Hefeextrakt 5,0 g L-1 

 

SOB-Medium 

Trypton 20,0 g L-1 

Glukose (nach dem Autoklavieren) 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 
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2.1.2. Kultivierung von B. raffinosifermentans 

Der B. raffinosifermentans LS3 Hefestamm wurde 1986 von der Fachrichtung Biologie der 

Universität Greifswald erhalten. Die Kultivierung von B. raffinosifermentans fand bei 30 °C im 

Schüttelinkubator entweder im Hefevollmedium (HVM) oder unter selektiven Bedingungen im 

Minimalmedium (HMM) mit Nitrat (NO3
-) oder Ammonium (NH4

+) als N-Quelle statt. Zu den 

HMM-Medien wurden als C-Quelle 2 % (w/v) Glukose und 0,5 % (v/v) Vitaminmix zugefügt und 

vermischt. 

 

2.1.3. Kultivierung von E. coli XL1-Blue 

Der Escherichia coli Stamm XL1-Blue MRF’ Δ(mcrA)183 Δ(mcrCB-hsdSMR-mrr)173 endA1 

supE44 thi-1 recA1 gyrA96 relA1 lac [F′ proAB lacIqZΔM15 Tn10 (Tetr)] (von Invitrogen, USA) 

wurde zur Selektion transformierter Zellen bei 37 °C in mit Kanamycin (50 mg L-1) 

supplementiertem LB-Flüssigmedium angezogen. Die Kultivierung auf Festmedium fand mit dem 

Zusatz von 1,6 % (w/v) Agar (Sigma-Aldrich, Deutschland) zum LB-Medium statt. 

 

2.1.4. Fed-Batch Fermentation von B. raffinosifermentans 

Die Fed-Batch Fermentation von B. raffinosifermentans wurde mit folgenden Stämmen durchgeführt: 

• G1212/YRC102-Alip2-c6h, 

• G1212/YRC102-Best2-n6h und 

• G1212/YRC102 

 

Die Fed-Batch Kultivierung von B. raffinosifermentans wurde in einem 5 L BIOSTAT Bplus Twin 

Bioreaktor (Sartorius Deutschland) mit einem Startvolumen von 3 L durchgeführt. Der pH-Wert lag 

konstant bei pH 6,0 während der Fermentation und die Temperatur wurden 30 °C. Die Fütterung 

wurde automatisiert durch das BioPAT® MFCS/win 3.0 Rezeptierungsmodul (S88 Protokoll; 

Sartorius Stedim Biotech, Göttingen, Deutschland) gesteuert. Die Rührdrehzahl wurde als indirekter 

Indikator für das Wachstum über die Sauerstoffaufnahme verwendet. Die Rührdrehzahl war auf einen 

Maximalwert von 1500 rpm eingestellt. Der Feed (Feed1 und Feed2) wurde eingeleitet, sobald die 



Kapitel 2 

25 

 

Rührdrehzahl bei jedem Zyklus unter 800 rpm gesunken war. Dabei wurde das C:N-Verhältnis 

während der Fütterung konstant gehalten. 

 

Fermentations-Medium 

Pepton 40,0 g L-1 

Hefeextrakt  20,0 g L-1 

Glukose·H2O  0,2 mol L-1 

NH4H2PO4  86,9 mmol L-1 

KH2PO4 25,7 mmol L-1 

K2HPO4 20,1 mmol L-1 

MgSO4·7H2O 8,1 mmol L-1 

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 0,1 % (v/v) 

 

Feed 1 

Glukose 50 % (v/v) 

 

Feed 2 

NH4H2PO4 1,4 mol L-1 

MgSO4·7H2O 0,2 mol L-1 

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 

Spurenelemente 6,0 % (v/v) 

 

Korrekturmedien 

H2SO4 10 % 

NaOH 10 % 

Struktol (Antischaummittel)   
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2.1.5. Bestimmung der optischen Dichte von Hefesuspensionen 

Die zu messenden Proben wurden so verdünnt, dass die Absorption zwischen 0,1 und 0,5 lag. 

Anschließend wurde je 1 mL der Proben mittels Spektrophotometer (TECANinfinite M200, Schweiz) 

in 2 mL Küvetten bei 600 nm gemessen, um die optische Dichte zu bestimmen. 

 

2.1.6. Bestimmung der Biotrockenmasse 

Vor dem Experiment wurde das Leergewicht der verwendeten Eppendorfgefäße bzw. der Falcon-

Tubes bestimmt. Dieser Schritt ist notwendig, um später das Leergewicht von dem lyophilisierten 

Pellet subtrahieren und das Differenzgewicht auf das Probenvolumen umgerechnen zu können. 

Nachdem die Proben aus den Schüttelkolben (5 mL) und der Fermentation (50 mL) entnommen 

wurden, erfolgte eine Zentrifugation bei 5.000 × g für 10 min bei 4 C° (Heraeus Fresco 17 

Microcentrifuge oder Sorvall RC6 plus Superspeed Zentrifuge, Thermo Fisher Scientific) und der 

Überstand wurde verworfen. Das Pellet wurde zweimal mit destilliertem Wasser gewaschen und in 

flüssigem Stickstoff eingefroren. Anschließend wurden die Zellpellets lyophilisiert und anschließend 

gewogen, um die Biotrockenmasse (BTM) zu bestimmen. 

 

2.1.7. Bestimmung der Glukosekonzentration 

Zur Bestimmung der Glukosekonzentration wurden Kulturüberstände von Proben aus der 

Hefekultivierung verwendet. Die Überstände wurden auf eine Konzentration von ungefähr 0,5 g/L 

(100 µL) verdünnt und mit 100 µL DNSS vermischt. Die Mischung wurde für 10 min bei 95 °C 

inkubiert. Die rote Verfärbung der Lösung wurde anschließend am Microplate Reader 

(TECANinfinite M200, Österreich) bei 530 nm gegen 600 nm gemessen. Zur Quantifizierung wurde 

aus Glukose Monohydrat eine Standardreihe hergestellt (50 mg L-1 bis 300 mg L-1 mit 

Zwischenschritten von je 50 mg L-1). Die Bestimmung der reduzierenden Zucker erfolgte nach einem 

etablierten Vorgehen 175. 

2.1.8. Aufbewahrung von Bakterien- und Hefestämmen und DNA 

Alle Stämme wurden in 20 % Glycerol bei -80 °C aufbewahrt. Oligonukleotide und Plasmide wurden 

bei -20 °C eingefroren. 
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2.2. Molekularbiologische Methoden 

2.2.1. Plasmide, Oligonukleotide und Klonierungsmethoden 

Als Klonierungsverfahren wurde die Rekombination von DNA-Fragmenten unter Nutzung des 

Gibson Assemblys (siehe 2.2.6) verwendet. Die PCR-Primer wurden mit, wie für das Gibson 

Assembly notwendig, überlappenden Sequenzen entworfen. Eine Auflistung der verwendeten Primer 

und konstruierten Plasmide ist in Tab. 1 zu finden. Zuerst wurden die Zielsequenzen aus dem Wildtyp 

LS3 mit den erstellten PCR-Primern amplifiziert und das Plasmid Xplor3.2 (Abb. 7 A) mit PacI 

linearisiert. Durch Inkubation mit dem Gibson Assembly MasterMix (New England Biolabs, 

Deutschland) wurden die Zielsequenzen mit dem Plasmid fusioniert. Die Assembly-Produkte wurden 

anschließend in kompetente E. coli XL1-Blue-Zellen übertragen. Nach der Isolierung der Plasmide 

wurde die vollständige und korrekte Insertion der entsprechenden Gene durch PCR und Verdau mit 

Restriktionsenzymen überprüft. Die inserierten Genabschnitte wurden dann mittels Sanger 

Sequenzierung nachgewiesen. Anschließend wurden die Plasmide mit AscI oder SbfI linearisiert, um 

die entsprechenden YRCs oder YICs zu erhalten. YRCs (yeast rDNA integrative cassette) enthalten 

d25S rDNA Sequenzen zur homologen Rekombination. YICs (yeast integrative cassette) werden für 

die nicht homologe chromosomale Integration verwendet. Die erzeugten Kassetten (Abb. 8 B&C) 

wurden für die Transformation in B. raffinosifermentans G1212 (aleu2 ALEU2::atrp1) verwendet. 
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Tabelle 1: Primer-Sequenzen, die für die Klonierung mit Gibson Assembly verwendet wurden. Die überlappenden Primer-Sequenzen 

sind unterstrichen. Die 6×His-tag kodierenden Sequenzen sind blau markiert. Für die Herstellung eines Zielplasmids wurde entweder 

der forward (fwd) Primer mit His-tag oder der reverse (rev) Primer mit His-tag verwendet. Die Zielsequenzen wurden nach der 

annotierten Gen-ID benannt. Alle Zielsequenzen mit einem Sekretionssignal wurden unterstrichen. 

Zielsequenz Gen Primer-Sequenz 5‘ → 3‘ Zielplasmid 

ARAD1D21538g ALIP2 
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgcccgatagaccattggatg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ALIP2-6H 
tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgcagtttggtagatgtactgttgaatgc rev 

ARAD1C35442g BEST1 
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgcctgaaggaagaaccgc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-BEST1-6H 
tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgcaaatttacattaagtttcagcgc rev 

ARAD1D18370g BEST2 
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgccagtgaattacgcacagg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-BEST2-6H 
tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgttcttcgaggacatggcga rev 

 CALB1 
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagctactctctctgaccggtg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-CALB-6H 
tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtggggggtgacgatgcc rev 

ARAD1A10120g  
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgacggaaactaaggtgaccac fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1A10120g-6H 
tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtggaacctatgcaggaagtctaggg rev 

ARAD1B08712g  
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtggctcaggcccttcttgtg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B08712g-6H 
tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgaaaattaatatggcgatactcctgtag rev 

ARAD1B03058g  
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagtttaataatcctttggatccg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B03058g-6H 
tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtgggcagactttggatacggtc rev 

ARAD1B07106g  
aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagtttaataatcctttggatccg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B07106g-6H 
tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtgggcagactttggatacggtc rev 

ARAD1A04554g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaacccgtttgatgtagattacac fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1A04554g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgcatgctagaatcagtgctgttttc rev 

ARAD1B04620g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtggagaacagacacctgtttgtg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B04620g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgggctttggcggcctc rev 

ARAD1B04686g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtggaatgccatttggtggtatt fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B04686g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgttctgttagtacattgtccagcca rev 

ARAD1B05764g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagtttagtcgttcattggtttg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B05764g-6H 
 tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtgatgggagacggtatggttg rev 

ARAD1B09944g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgtttgcgctcttgtggct fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1B09944g-6H 
 tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtgtggataaatgttatatgttccagaac rev 

ARAD1C00528g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgcaatccctggacctattagatg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C00528g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtggctggtgacggtacgttctag rev 

ARAD1C05984g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtggccaagatttccaagaagat fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C05984g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgctgtgtgggtagagggcc rev 

ARAD1C09658g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgtggttgattcaattgagtcttttaa fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C09658g-6H 
 tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtggtgaacctgggctgcc rev 

ARAD1C15268g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagtttagtcatcctttggatcc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C15268g-6H 
 tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtgtacagaccttgtatatggtctgcc rev 

ARAD1C23188g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaaactggtaaacctgttggc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C23188g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtggatgctgagaatgttggtcga rev 

ARAD1C32670g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgctgcagaaacagacaaaggt fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C32670g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgcaatttagcatacagaggttgtcc rev 

ARAD1C34496g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgataccagctcaattgattgcg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C34496g-6H 
 tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtgtgcagtggatgggtatcca rev 

ARAD1C42372g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtggaaccctggcccgg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C42372g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtggtcgcatccgtatcgtttacac rev 

ARAD1D04400g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagctttcaatagtgctaccagc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D04400g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgggccctggttgccg rev 

ARAD1D14784g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgttgaagctcgtgctacttgtg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D14784g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgagcaaccgactgcggtc rev 

ARAD1D18304g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtggacggcatgaaagttgttaa fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D18304g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgttgcaatgacttgccgtga rev 

ARAD1D18326g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagtttcacaaccctttagcc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D18326g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgagactggccgtcgtggat rev 

ARAD1D29590g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgctaacaatcttcttgctagtagcc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D29590g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgagcaatagaagcaggccca rev 

ARAD1D30910g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaccgtggacacaccaatc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D30910g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtggttgtcatagagggcggatc rev 

ARAD1D38346g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgtcagaggctacgaaacttgagc fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D38346g-6H 
 tgagtagtgttccttaatttagtggtggtgatgatggtgtttcttgcccttcttcttgttc rev 

ARAD1D41954g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgaagttgaaaatctgtgctacaattg fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D41954g-6H 
 tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtggttataagtctggaactcagtgcc rev 

ARAD1D49786g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgggaggaattgagataagtcca fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1D49786g-6H 
 tgagtagtgttccttaatctagtggtggtgatgatggtgtgcttcaatttcataggatttgg rev 

ARAD1C19382g 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgagagtaccattcttgggacga fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-ARAD1C19382g-6H 
 tgagtagtgttccttaattaagtggtggtgatgatggtgtcgtcccaagaatggtactctc rev 

A0A0B5ACP5 
 aacataatcaacattaatatggtggtggtgatgatggtgcaatccctggacctattagac fwd 

Xplor®-3.2-TEF1p-A0A0B5ACP5-6H  tgagtagtgttccttaattcagtggtggtgatgatggtggccggtagagatacgttctagc rev 

1CALB wurde für die Expression in B. raffinosifermentans optimiert und von Life Technologies käuflich erworben. 
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Abbildung 7: Plasmidkarte von Xplor3.2 (A) und Transformationskassetten mit YIC (B) und YRC (C). 
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2.2.2. Polymerase Kettenreaktion (PCR) 

Aufgrund ihrer niedrigen Fehlerrate wurde die Highfidelity Polymerase PHUSION (New England 

Biolabs, Deutschland) für die Amplifikation der für die Klonierung benötigten DNA-Fragmente 

verwendet. Zur Überprüfung der Länge der Amplikons und des Kolonie-Screenings wurde die 

DreamTaq Polymerase (Thermo Fisher Scientific, Deutschland) eingesetzt. Alle Reaktionen wurden 

nach den Vorgaben des Herstellers durchgeführt. Für die Durchführung der Reaktionen wurde der 

Thermocycler Mastercycler ep Gradient S (Eppendorf, Deutschland) verwendet. 

 

2.2.3. Sequenzierung 

Die Sequenzierung der Plasmid-DNA wurde von einem internen Sequenzierungsservice des IPKs 

(Gatersleben, Deutschland) nach der Sequenzierungsmethode von Sanger durchgeführt. Zu diesem 

Zweck wurden Proben mit ca. 200 ng DNA und den entsprechenden Primern vorbereitet. 

 

2.2.4. DNA-Verdau mit Restriktionsendonukleasen 

Für den DNA-Verdau wurden Restriktionsendonukleasen von Thermo Fisher Scientific 

(Deutschland) verwendet. Die Reaktionen wurden nach den Vorgaben des Herstellers durchgeführt. 

 

2.2.5. Reinigung von DNA-Fragmenten aus Agarose-Gelen 

Zur Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen wurden die selektierten Banden unter UV-

Licht ausgeschnitten. Die anschließende Reinigung erfolgte mit dem NucleoSpin® Gel und PCR 

Clean-up Kit (Macherey-Nagel, Deutschland) gemäß den Vorgaben des Herstellers. 

 

2.2.6. Gibson Assembly 

Als Klonierungstechnik mit der rekombinanten DNA wurde das Gibson Isothermal Assembly (New 

England Biolabs, Deutschland) 176 verwendet. Die überlappenden Primer wurden entsprechend den 

Vorgaben des Herstellers entworfen. Als geringfügige Modifikation bei den Reaktionen wurde das 
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vorgegebene Volumen (10 µL) des MasterMixes auf das Volumen der für den Zusammenbau 

verwendeten DNA-Fragmente reduziert. Der Reaktionsansatz wurde für 60 min in einem 

Thermocycler bei 50 °C inkubiert. 

 

2.2.7. Isolation von Plasmid-DNA aus E. coli 

Zur Isolierung der Plasmid-DNA aus E. coli wurden die P1-, P2 und P3-Puffer von Qiagen 

(Deutschland) verwendet. Dafür wurde ein Zellpellet aus einer 1,5 mL-Kultur in 200 μL des P1-

Puffers mit RNase A (50 mM Tris-HCl pH 8,0, 10 mM EDTA, 100 μg mL-1 RNase A) resuspendiert. 

Als nächster Schritt wurden 200 μL des P2-Lysepuffers (200 mM NaOH, 1 % SDS) hinzugefügt und 

3 min bei RT inkubiert. Anschließend wurden 200 mL des P3-Neutralisierungspuffers (3 M 

Kaliumacetat, pH 5,5) hinzugegeben. Dieser Ansatz wurde für 20 min bei 10000 × g und 4 °C 

zentrifugiert und der Überstand anschließend in ein neues Reaktionsgefäß überführt. Danach wurden 

zur DNA-Fällung 350 μL 2-Propanol hinzugefügt und es erfolgte eine 15-minütige Inkubation. Die 

gefällte DNA wurde durch Zentrifugation bei 10000 × g und 4 °C für 20 min pelletiert. Danach wurde 

das Pellet mit 70 %-igem kaltem Ethanol gewaschen und getrocknet. Als letzter Schritt wurde die 

Plasmid-DNA in 50 μL deionisiertem Wasser resuspendiert. 

 

2.2.8. Transformation von E. coli 

Kompetente E. coli XL1-Blue-Zellen wurden, wie im Protokoll von Sambrook und Russell 177 

beschrieben, hergestellt. Anschließend wurden 50 µL der kompetenten Zellen mit dem Gibson-

Assembly-Ansatz vermischt und für 15 min auf Eis inkubiert. Nach einem Hitzeschock bei 42 °C für 

90 s wurden die Reaktionsgefäße für 2 min auf Eis gekühlt. Es erfolgte die Zugabe von 450 µL SOC-

Medium, und die Zellen wurden für 1 h bei 37 °C regeneriert. Zuletzt wurden die Zellen auf LB-

Agarplatten mit Selektionsantibiotikum ausplattiert, bis zum nächsten Tag bei 37 °C inkubiert und 

anschließend auf Wachstum überprüft. 
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2.2.9. Herstellung von kompetenten B. raffinosifermentans Zellen 

Zur Herstellung von kompetenten B. raffinosifermentans Zellen wurde eine B. raffinosifermentans 

G1212-Kolonie isoliert und über Nacht in 10 mL Hefevollmedium (HVM), dem 50 mg/mL 

Tryptophan zugesetzt waren, bei 30 °C im Schüttelinkubator inkubiert. Diese Vorkultur wurde 1:10 

in 10 mL HVM mit 50 mg/mL Tryptophan verdünnt und wieder über Nacht inkubiert. Mit dieser 

Vorkultur wurde anschließend eine Hauptkultur auf eine OD600nm von 0,6 – 0,7 eingestellt. Die 

Kultivierung wurde bei 30 °C und 180 rpm bis zum Erreichen einer OD600nm von 1,5 durchgeführt. 

Sobald die gewüschte OD erzielt wurde, erfolgte die Zentrifugation der Zellen (5.000 × g, 10 min, 

4 °C) und das Pellet wurde in 50 mL eiskaltem Puffer auf SBD-Puffer (1 M Sorbit, 3 % 

Ethylenglykol, 5 % DMSO, 10 mM Bicin) resuspendiert. Nach einer zweiten Zentrifugation für 

5 min 5.000 × g und 4 °C wurden die Zellen erneut in 2 mL Puffer auf Sorbitolbasis resuspendiert, in 

flüssigem Stickstoff eingefroren und bis zur Verwendung bei -80 °C gelagert. 

 

2.2.10. Transformation von kompetenten B. raffinosifermentans Zellen 

Die Hefetransformation mit kompetenten B. raffinosifermentans G1212 Zellen wurde nach der 

Methode von Dohmen et al. 1991 178 durchgeführt. Dafür wurde linearisierte DNA mit Carrier-DNA 

(Lachssperma) gemischt, um sie vor dem Abbau durch Nukleasen zu schützen. Vor dem Mischen 

wurde die Carrier-DNA 5 min bei 95 °C schüttelnd inkubiert und wieder abgekühlt. Die DNA wurde 

zu den gefrorenen kompetenten Zellen gegeben und 5 min bei 37 °C schüttelnd inkubiert. Daraufhin 

wurde 200 mM Bicin-Puffer (40 % PEG 1.000, 0,2 M Bicine/ NaOH/ pH 8,35) hinzugefügt und das 

Reaktionsgefäß für 1 h bei 30 °C inkubiert. Anschließend wurden die Zellen zweimal mit 10 mM 

Bicin-Puffer (0,15 M NaCl, 0,2 M Bicine/ NaOH/ pH 8,35) gewaschen und auf YMM-NO3-Platten 

(ohne Tryptophan) ausplattiert, die mit 2 % (w/v) Glukose und 0,5 % (v/v) Vitaminmischung versetzt 

waren. Die Platten wurden für die Dauer von 3-5 Tagen bei 30 °C inkubiert. 

 

2.2.11. Isolation chromosomaler DNA aus B. raffinosifermentans 

2 mL einer B. raffinosifermentans Kultur wurden abzentrifugiert und das Zellpellet mit deionisiertem 

Wasser gewaschen. Anschließend wurde das Pellet in 200 μL Extraktionspuffer (10 mM Tris-HCl 

pH 8,0, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA, 2 % Triton X-100, 1 % SDS) aufgenommen. Dann wurden die 
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Zellen mechanisch mittels Kugelmühle (MM 200 Retsch, Deutschland) aufgeschlossen, indem zu 

dem Ansatz noch 100 mg Glasperlen und 200 μL von einem Phenol-, Chloroform-, Isoamylalkohol-

Gemisch (25:24:1) hinzugefügt wurden. Als nächster Schritt wurden noch 200 μL TE-Puffer (10 mM 

Tris-HCl pH 8, 0,1 mM EDTA) hinzugefügt und der Zellaufschluss wiederholt. Dann erfolgte eine 

Zentrifugation für 5 min bei 10000 × g und 4 °C und es wurden 400 μL der entstandenen oberen 

Phase abgenommen. Dazu wurden 100 μL des P1-Puffers (Qiagen, Deutschland) zugegeben und der 

Ansatz für 10 min bei RT inkubiert. Die DNA-Fällung erfolgte durch Zugabe von 50 μL 3 M Na-

Acetat pH 5,2 und 550 μL kaltem 2-Propanol. Die gefällte DNA wurde durch Zentrifugation bei 4 °C 

für 10 min und 10000 × g pelletiert. Das Pellet wurde mit 80 % kaltem Ethanol gewaschen und 

getrocknet. Zuletzt wurde die chromosomale DNA in 50 µL TE-Puffer resuspendiert. 

 

2.2.12. Konzentrationsbestimmung von DNA 

Die Messung der DNA-Konzentration erfolgte mit dem NanoDrop-Spektrophotometer (Thermo 

Fisher Scientific, Deutschland) nach den Vorgaben des Herstellers. 

 

2.2.13. DNA-Agarosegelelektrophorese 

DNA-Fragmente wurden mittels Gelelektrophorese separiert. Die Agarosegele für die DNA-

Trennung enthielten 0,01 % (v/v) Ethidiumbromid, 0,8-2,0 % (w/v) Agarose und TBE-Puffer 

(100 mM Tris, 90 mM Borsäure, 2,5 mM EDTA, pH 8,3). Beim Laden auf das Gel wurden die 

Proben mit dem DNA-Gel-Ladefarbstoff (Thermo Fisher Scientific, Deutschland) gemischt. Zur 

Ermittlung der Fragmentgröße wurde zusätzlich der GeneRuler 1 kb Plus DNA Ladder (Thermo 

Fisher Scientific, Deutschland) aufgetragen. Zur Durchführung der Elektrophorese wurde eine 

horizontale Gelkammer von Bio-Rad (Deutschland) verwendet. 

 

2.2.14. Herstellung von B. raffinosifermentans Rohextrakt 

Die Herstellung von Rohextrakten diente zur Analyse der intrazellulären Enzym-Aktivität. Zu diesem 

Zweck wurden die B. raffinosifermentans-Überexpressionstämme (siehe 2.2.10) in YMM-NO3 

kultiviert, zu dem 2 % (w/v) Glukose und 0,5 % (v/v) Vitaminmischung hinzugefügt wurden. Mit 
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dem Erreichen einer OD600nm zwischen 0,2 und 0,6 wurde die Kultivierung beendet. Von der 

Hefekultur wurden 2 mL Proben entnommen, durch Zentrifugation (4000×g, 5 min, 4 °C) pelletiert 

und mit deionisiertem Wasser gewaschen. Die Überstände wurden verworfen. Zu den gewaschenen 

Zellen wurden 500 µL Wasser und 500 µL Glasperlen hinzugegeben. Der mechanische Aufschluss 

erfolgte mittels Kugelmühle (3 min, 30 s-1). Anschließend wurden die Reaktionsgefäße zentrifugiert 

(5 min, 12000 × g, 4 °C) und die erhaltenen Rohextrakte für die weitere Analyse verwendet. 

 

2.3. Biochemische Methoden 

2.3.1. SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) 

Für die SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese wurden 12-15%ige Trenngele (375 mM Tris-HCl; pH 

8,8; 0,1 % SDS) und 4%ige Sammelgele (125 mM Tris-HCl; pH 6,8; 0,1 % SDS) nach der Methode 

von Laemmli 179 produziert. Verwendet wurde eine einsatzbereite Acrylamid/Bisacrylamidlösung 

(Rotiphorese® Gel, ROTH, Deutschland). Durch die Zugabe von 0,1 % APS und dem Hinzufügen 

von 0,1 % TEMED wurde die Polymerisation gestartet. Vor dem Beladen des Gels wurde der 

Ladepuffer (20 % Glycerol; 10 % β-Mercaptoethanol; 4 % SDS; 25 mM Tris-HCl; pH 6,8; 0,2 % 

Bromphenolblau) mit den Proteinproben gemischt und es erfolgte ein Denaturierungs-Schritt (10 min 

bei 95 °C). Als Molekulargewichtsmarker diente der „PageRulerTM-Prestained Protein“-Ladder 

(Thermo Fischer Scientific, Deutschland). Die Proteinbanden wurden mit der auf kolloidialer 

Coomassie basierenden „InstantBlue“-Lösung (Expedion, USA) sichtbar gemacht. So konnte die 

Reinheit der Proteine verifiziert werden. 

 

2.3.2. Western-Blot Analyse 

Die bei der SDS-PAGE aufgetrennten Proteine wurden durch Elektroblotting in einem PerfectBlue 

"Semi-Dry" Electro Blotter (PEQLAB, Deutschland) auf eine Polyvinylidenfluorid (PVDF)-

Membran (0,45 μm Porengröße) übertragen. Dazu wurde über Nacht eine Spannung von 100 mA an 

den Semi-Dry-Blotter mit dem Transferpuffer (129 mM Glycin; 25 mM Tris-HCl; pH 8,3; 20 % (v/v) 

Methanol) angelegt. Die Proteine wurden mit einem Anti-His Tag Antikörper aus dem Kaninchen 

(Verdünnung 1:5000) (MicroMol, Deutschland) als primärem Antikörper und einem Anti-Rabbit IgG 

(H + L)-AP Konjugat aus der Ziege als sekundärem Antikörper (Verdünnung 1:3000; Bio-Rad, 
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Deutschland) nachgewiesen. Eine alkalische Phosphatase am sekundären Antikörper führte durch 

eine Reaktion mit NBT/BCIP (Roche, Deutschland) zu einer sichtbaren Färbung der Proteinbanden. 

 

2.3.3. Reinigung der rekombinanten Proteine 

Die „Immobilized Metal Ion Affinity Chromatography“ (IMAC) wurde zur Proteinreinigung mit 

einem Polyhistidin-Tag verwendet. Als erstes wurde der hergestellte Rohextrakt (ca. 8 mL) mit 

20 mL Bindepuffer (500 mM NaCl, 5 mM Imidazol, 20 mM Tris-HCl pH 7,9) gemischt. Dann 

wurden 1,5 mL Ni-NTA-Agarose-Suspension (Macherey-Nagel, Deutschland) hinzugefügt und für 

mindestens 1,5 h auf Eis schüttelnd inkubiert. In 15-minütigen Abständen wurde die Agarose 

aufgeschüttelt, um eine Sedimentation verhindern. Anschließend wurde der gesamte Ansatz auf die 

Säule (Machery-Nagel, Deutschland) gegeben, um die Agarose mit dem gebundenen Protein von der 

Flüssigkeit zu trennen. Die Säule wurde zweimal mit je 20 mL Bindepuffer und anschließend mit 

zweimal 20 mL Waschpuffer (500 mM NaCl, 30 mM Imidazol und 20 mM Tris-HCl pH 7,9) 

gewaschen. Zur Elution wurde dreimal 2,5 mL Elutionspuffer (500 mM NaCl, 1 M Imidazol und 

20 mM Tris-HCl pH 7,9) hinzugegeben und die Elutionsfraktionen gesammelt. Die eluierten Proben 

wurden mit Hilfe von PD-10-Säulen (GE Healthcare Life Sciences, Deutschland) entsalzt. Dafür 

wurde PBS-Puffer pH 7,4 verwendet. 

 

2.3.4. Bestimmung der Proteinkonzentration 

Es wurde ein angepasstes Verfahren zur Proteinkonzentrationsmessung verwendet, das auf einem 

Assay von Bradford 180 beruht. Dabei wurde Rinderserumalbumin (BSA, 1 mg mL-1) Fraktion V 

(Serva, Deutschland) zur Kalibrierung genutzt. Die Reaktionsansätze mit den Proben und der 

Bradford-Reagenzlösung (5fach-konzentriert von Bio-Rad, Deutschland) wurden auf 96-Well 

Mikrotiterplatten (Corning Life Sciences) transferiert und in einem Tecan Infinite M200 

Mikroplatten-Lesegerät gemessen. 
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2.3.5. Messung der Esterase-Enzymaktivität mit p-Nitrophenylbutyrat 

Standardmäßig wurde zur Bestimmung der Enzymaktivität der p-Nitrophenylester (pNP-Ester) p-

Nitrophenylbutyrat (C4) nach einem modifizierten Protokoll nach Kolattukudy 181 verwendet. Die 

Freisetzung von p-Nitrophenolat wurde mit einem Platten-Reader (TECANinfinite M200) gemessen 

(Abb. 8). Die Reaktion wurde in 50 mM Natriumphosphat-Puffer pH 7,5 mit 2 mM pNP-Butyrat als 

Substrat durchgeführt. 

 

Abbildung 8: Prinzip der Aktivitätsbestimmung mittels Platten-Reader. 

 

Durchführung: 

• Lösen von 400 mM pNP-Butyrat in DMSO 

• Davon 500 µL zu 100 µL Gummi arabicum + 500 µL Triton X-100 + 50 mL H2O hinzufügen 

• 10 μl Rohextrakt (intrazellulär lösliche Fraktion) oder Überstand in der Mikrotiterplatte 

vorlegen 

• Zugabe von 20 μL 250 mM Natriumphosphat-Puffer und 20 µL H2O 

• Die Reaktion wurde durch die Zugabe von 50 μL Substrat-Lösung gestartet 

• Die Absorptionsmessung erfolgte im Zeitverlauf über 30 min bei 348 nm und 30 °C 

• Kontrolle1: Es wurde immer ein Ansatz ohne Rohextrakt bzw. Überstand (stattdessen 

Puffer) mitgeführt 

• Kontrolle2: Zu jeder Enzymprobe wurde ein Ansatz mitgeführt, in dem keine Substratlösung 

(stattdessen Puffer) enthalten war. Dieser Ansatz wurde vor der Auswertung immer von der 

entsprechenden Probe subtrahiert. 

• Absorption ist nur im Bereich bis 1 zu verwenden 

• Aktivitätsberechnung: 
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 𝐴𝑉[𝑈 𝑚𝐿−1] =
𝑑𝐴348𝑛𝑚

𝑑𝑡
[𝑚𝑖𝑛−1]

ε [𝑀−1𝑐𝑚−1]∙d[cm]
∙  

𝑉𝑔𝑒𝑠

𝑉𝐸
∙ F ∙ 1.000 

AV  Volumenaktivität 

𝑑𝐴348𝑛𝑚

𝑑𝑡
 Geradenanstieg im linearen Reaktionsbereich 

d  Schichtdickeder Küvette (0,3 cm für Mikrotiterplatte, bei 100 μL Vges) 

F  Verdünnungsfaktor der Enzymverdünnung 

ε  Extinktionskoeffizient von p-Nitrophenolat 

Vges  Volumen des Reaktionsansatzes 

VE  Volumen der Probe im Reaktionsansatz 

U  Enzymmenge zur Hydrolyse von 1 μmol Substrat pro min 

Zur Ermittlung der spezifischen Aktivität aus der Volumenaktivität wurde auch immer noch die 

Proteinkonzentration ermittelt und bei der Auswertung mitberücksichtigt. 

 

Herstellung Rohextrakt: 

• In einem Eppendorfgefäß 2 ml Hefekultur abzentrifugieren (4000 × g, 5 min, 4 °C) 

• Jeweils zu Zellpellet 500 μl Wasser zugeben und 500 μl Glaskugeln 

• Jeweils mechanischer Aufschluss in Retsche (3 min, 30 s-1) 

• Eppendorfgefäß abzentrifugieren (12000 × g, 5 min, 4 °C) 

• Überstand in neues Eppendorfgefäß → Rohextrakt bzw. intrazellulär lösliche Fraktion (= RE) 

 

 

2.3.6. Quantitativer Assay zur Bestimmung der Diesterhydrolyse 

Der quantitative Assay zeigt die enzymatische Hydrolyse zum korrespondierenden Monoester oder 

zur Dicarboxylsäure. Die dabei entstehenden Protonen verringern den pH-Wert, wodurch sich im Fall 

des Indikators para-Nitrophenolat (pH 7,2) dieser zu para-Nitrophenol entfärbt (Abb. 9).  
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Abbildung 9: Prinzip des quantitativen Assays 

 

Durchführung: 

Herstellung der Substratlösungen (5 mM):  

• Dimethyl trans-1,4-cyclohexandicarboxylat (DMCH) 20,0 mg/10 mL 

• Terephthalsäurediethylester (DETS)    11,1 mg/10 mL 

• Adipinsäurediethylester (DEA)    20,2 mg/10 mL 

• Decandiol-dimethacrylsäureester (DDMAE)   15,5 mg/10 mL 

 

➢ Adipinsäurediethylester in Wasser lösen 

➢ DDMAE, DMCH und DETS in Isopropanol:Wasser = 1:1 lösen  

Indikatoren: 

• bei pH 7,2: 1 mM pNP in 5 mM Natriumphosphat-Puffer pH 7,2 

• bei pH 4,9: 0,05 mM Bromkresolgrün in 5 mM Natriumacetat-Puffer pH 4,9 

• 10 μL Rohextrakt oder Überstand in Mikrotiterplatte vorlegen 

• 20 μL Wasser und 50 μL Indikator zugeben 

• Reaktion starten durch Zugabe von 20 μL Substrat 

• 405 nm für Assay bei pH 7,2 bzw. 

• 620 nm für Assay bei pH 4,9 bzw. 

• Kontrolle 1: Es wurde immer ein Ansatz ohne Rohextrakt bzw. Überstand (stattdessen Puffer) 

mitgeführt 

• Kontrolle 2: Zu jeder Enzymprobe wurde ein Ansatz mitgeführt, in dem keine Substratlösung 

(stattdessen Puffer) enthalten war. Zu diesem Ansatz wurde das Delta berechnet oder vor der 

Auswertung von der entsprechenden Probe subtrahiert. 
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2.3.7. Bestimmung der Diesterhydrolyse mittels GC-FID 

Durchführung: 

 

Tabelle 2: Bestimmung der Diesterhydrolyse mittels GC-FID. 

Hydrolyse von 50 mM DEA, DDMAE, DETS und DMCH in Puffer: 

Enzymprobe in 100 mM Puffer 

 

 

 

 

 

 

+ 2 μL DEA 

 

 

Eppendorfgefäß 1 

 

 

+ 8 μL DMCH 

(250 mg in 800 μL DMSO-

ACN = 1:1) 

1 Eppendorfgefäß 1 

 

 

+ 3,23 μL DDMAE 

 

 

Eppendorfgefäß 1 

 

+ 8 μL DETS 

(277,8 mg in 800 μL 

DMSO-ACN = 1:1) 

Eppendorfgefäß 1 

- Inkubation für x h, x °C 

• + 200 μL 0,5 M TRIS-

HCl pH 8 

• + 400 μL MTBE 

• 2 min, extrahieren 

• 2 min, 12000 × g 

• 200 μL Überstand in 

neues Eppendorfgefäß 2  

• + 50 μL 1 M HCl 

+ 200 μL MTBE zu  

Eppendorfgefäß 1 

• 2 min, extrahieren 

• 2 min, 12000 × g 

• 200 μL Überstand zu 

Eppendorfgefäß 2 

- weiter mit 
Eppendorfgefäß 2:  

• 100 μL in neues 

Eppendorfgefäß 
überführen und MTBE 

abdampfen lassen (12 

min, 65 °C) 

• + 50 μL ACNtrocken 

• + 5 μL MSTFA  

• 10 min, 65 °C 

• + 6,25 μL 2-Nonanon (10 

μL/mL ACN) 

 

• + 200 μl 0,5 M TRIS-HCl 

pH 8 

• + 400 μL MTBE 

• 2 min, extrahieren 

• 2 min, 12000 × g 

• 200 μL Überstand in 

neues Eppendorfgefäß 2  

• + 50 μL 1 M HCl 

+ 200 μL MTBE zu  

Eppendorfgefäß 1 

• 2 min, extrahieren 

• 2 min, 12000 × g 

• 200 μL Überstand zu 

Eppendorfgefäß 2 

- weiter mit 
Eppendorfgefäß 2:  

• 100 μL in neues 

Eppendorfgefäß 
überführen und MTBE 

abdampfen lassen (12 

min, 65 °C) 

• + 50 μL ACNtrocken 

• + 5 μL MSTFA  

• 10 min, 65 °C 

• + 6,25 μL 2-Nonanon (10 

μL/mL ACN) 

 

• + 200 μL Methanol 

• + 200 μL Ethyl-acetat 

• gut mischen 

• + K2CO3 (fest) bis sich 

Bodensatz bildet (es 

bilden sich 2 Phasen) 

• 2 min, 12000 × g 

• 100 μL Überstand in 

Eppendorfgefäß 2 geben 

• 2,5 μL 1-Nonanol (1:10 in 

ACN) zu 

Eppendorfgefäß 2 geben 

 

• + 800 μL Methanol 

• 2 min, 12000 × g 

• 500 μL in 

Eppendorfgefäß 2 

• + 125 μL pNP (1 g/L in 

Methanol) zu 

Eppendorfgefäß 2 

• + 375 μL Methanol zu 

Eppendorfgefäß 2 

Der blaue Part des Protokolls wurde von dem Projektpartner Orgentis Chemicals GmbH durchgeführt. 

 

Die Analyse erfolgte mittels GC-FID-Messung mit dem Agilent DB-5MS, L × I.D. 30 m × 0,25 mm, 

df 0,25 μm Säule. Nach 1 min bei 80 °C wurde die Temperatur auf 120 °C erhöht, gefolgt von 

Schritten von 10 °C min-1 bis 200 °C. Die Detektionstemperatur betrug 220 °C. Die Substanzen 

konnten durch den Vergleich mit gekauften Standardsubstanzen identifiziert werden. 
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2.3.8. Bestimmung des Substratspektrums und der kinetischen Parameter 

Das Substratspektrums wurde mit verschiedenen p-Nitrophenylestern mit variierender Acyl-

Kettenlänge ermittelt. Verwendet wurden Acetat- (C2), Butyrat- (C4), Caproat- (C6), Caprylat- (C8), 

Caprat- (C10), Laurat- (C12) und Palmitat- (C16) und Stearatester (C18). Ansonsten erfolgte die 

Bestimmung der Enzymaktivität wie mit p-Nitrophenylbutyrat bereits beschrieben. 

Als erster Schritt wurde mit allen pNP-Estern eine 20 mM ethanolische Ausgangslösung hergestellt. 

Die Stammlösung wurde mit einem Puffer (0,2 % Gummi Arabicum, 2 % TritonX-100 in H2O) 

verdünnt (Verdünnungsverhältnis 1:1) und anschließend mit einem ULTRA-TURRAX bei 

10.000 rpm für 5 min gemischt. Von dieser 10 mM Stammlösung wurde entsprechend dem 

Pipettierschema das errechnete Volumen im Well vorgelegt und mit EtOH (0.2 % Gummi arabicum 

und 2% Triton-X 100) auf 50 µL aufgefüllt. Dann erfolgte die Zugabe von 40 µL 250 mM 

Natriumphosphat-Puffer pH 7,5 pro Well. Die Reaktion startete mit 10 µL gereinigtem Enzym. Die 

Substratkonzentration im Aktivitätstest lag zwischen 0,2 und 5 mM und wurde mit dem 

TECANinfinite M200 bei 348 nm durchgeführt. 

 

Pipettierschema: 

Substratkonzentration 

[mM] 

10 mM Stammlösung 

[µL]  

mit EtOH (99,8 %) verdünnen 

(0.2 % Gumi arabicum und 2% 

Triton-X 100) 

0,2 2 48 

0,4 4 46 

0,6 6 44 

0,8 8 42 

1 10 40 

1,5 15 35 

2 20 30 

2,5 25 25 

3 30 20 

3,5 35 15 

4 40 10 

4,5 45 5 

5 50 0 

 

Für die anschließenden Berechnungen wurde eine Michaelis-Menten-Kinetik angenommen und die 

Parameter mittels Lineweaver-Burk Ansatz ermittelt. 
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Berechnung: 

𝑣 = 𝑘𝑐𝑎𝑡 ∙
[𝑆]

[𝑆] +  𝐾𝑀
 

v  spezifische Umsatzrate [s-1] 

KM  Michaelis-Menten-Konstante [mM] 

kcat  Wechselzahl [s-1] 

[S]  Substratkonzentration [mM] 

 

 

2.3.9. Bestimmung des Temperatur-Optimums und der Temperaturstabilität 

Zur Ermittlung des Temperaturoptimums wurden die Enzyme wie im Standardaktivitätstest mit p-

Nitrophenylbutyrat in einem PCR-Thermocycler (Eppendorf, Deutschland) bei Temperaturen zwischen 

10 und 90 °C inkubiert. Nach 5 min Reaktionszeit wurde eine 3%ige Essigsäure im Verhältnis 1:1 

zum Abstoppen hinzugegeben. Die relative Aktivität wurde spektrophotometrisch bei 348 nm mittels 

Platten-Reader ermittelt. 

Die Auswirkung der Temperatur auf die Enzymstabilität wurde durch Inkubation der Enzyme auf Eis 

und in einem PCR-Thermocycler bei Temperaturen von 10 bis 90 °C für unterschiedliche Zeiträume 

untersucht. Dafür wurden nach 10, 30, 120 und 240 min Proben entnommen und mittels 

Standardassay auf ihre Restaktivität hin untersucht. 

 

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

Das pH-Optimum der Enzyme wurde bestimmt, indem der Umsatz von  

p-Nitrophenylbutyrat mit 50 mM McIlvaine-Puffer im pH-Bereich von pH 2,15 bis pH 8,21 ermittelt 

wurde. Um einen Einfluss der Ionenstärke auf die Aktivität auszuschließen, wurden alle Puffer durch 

Zugabe einer entsprechenden Menge NaNO3 auf 500 mM eingestellt. 

Zur Bestimmung der pH-Stabilität wurde ebenfalls 50 mM McIlvaine-Puffer verwendet. Die Enzyme 

wurden bei dem vorher bestimmten optimalen pH-Wert auf Eis inkubiert und die Restaktivität nach 

4 h Inkubation gemessen. 
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2.3.11. Bestimmung des Einflusses der Molarität 

Der Einfluss der Molarität wurde bestimmt, indem Natriumcitratpuffer mit NaCl auf Molaritäten von 

5 mM, 10 mM, 25 mM, 50 mM, 100 mM, 250 mM und 500 mM eingestellt wurde. Die Aktivität der 

Enzyme wurde mit dem Standardassay ermittelt. 

 

2.3.12. Bestimmung des Einflusses von Cofaktoren 

Die Auswirkung unterschiedlicher Cofaktoren auf die Enzym-Aktivität wurde durch die Zugabe von 

je 5 mM der Metallionen CaCl2, CoCl2, CoSO4, CuCl2, CuSO4, FeCl3, FeSO4, KCl, MgCl2, MgSO4, 

MnCl2, MnSO4, NiCl2, NiSO4, ZnCl2, ZnSO4, sowie die Zugabe von DTT und EDTA 

(Endkonzentration 1 mM) zur Reaktionsmischung bestimmt. Dafür wurden im Standardassay die 20 

µL H2O ersetzt. Als Kontrolle wurde eine Reaktion ohne Zugabe eines Cofaktors durchgeführt. Bevor 

die Messung durchgeführt wurde, wurden die Cofaktoren für 10 min mit den Enzymen inkubiert. Die 

Enzymaktivität der Kontrolle wurde als 100 % definiert und diente als Referenz für die Berechnung 

der relativen Aktivität der untersuchten Enzyme. 

 

2.3.13. Nachweis der Lipaseaktivität 

Für einen Nachweis der Lipaseaktivität wurden zwei verschiedene Plattentests ausgewählt. Die 

Einstellung des pH-Wertes auf pH 7 erfolgte mit NaOH. 

1. Test 

Tween 20 Agarplatten 

Pepton 1,0 % (v/v) 

NaCl 0,5 % (v/v) 

CaCl2*H2O 0,01 % (v/v) 

Agar 10 % (v/v) 

Tween 20 1,0 % (v/v) 

 

 

 



Kapitel 2 

43 

 

2. Test 

Olivenöl Agarplatten 

Pepton 8 g/L 

Hefeextrakt 4 g/L 

NaCl 3 g/L 

Agar 20 g/L 

Olivenöl 30 mL/L 

Rhodamine B 2 mg/L 

 

 

2.3.14. Bestimmung des Einflusses von Polyalkoholen und Lösungsmitteln 

Zur Bestimmung des Einflusses von Polyalkoholen oder Lösungsmitteln auf die Enzymaktivität 

wurden PEG200, DEG, DMSO, Ethanol, Aceton und Isopropanol zu 50 % (v/v) mit den Enzymen 

vermischt und für 24 h inkubiert. Die Aktivität der Enzyme wurde mit dem Standardassay ermittelt. 

 

2.3.15. Herstellung verschiedener Enzympräparate 

Methode I – immobilisiertes, gereinigtes Enzym (Beads) 

- LifetechTM ECR1030 DVB/Methaclylate von Purolite 

- gereinigtes Enzym in 50 mM Natriumphosphatpuffer pH 7,5 (Immobilisierungspuffer) 

Durchführung: 

Zur Herstellung der Beads wurde das Harz mit Immobilisierungspuffer gewaschen (Harz:Puffer 

Verhältnis von 1:1 (w/v)). Da pro Gramm nassem Harz 50-100 mg Protein eingesetzt werden müssen, 

wurde die Proteinkonzentration mit einem Standardproteinassay bestimmt (Bradford). Es wurden 250 

mg Harz (Trockengewicht) eingesetzt, um ein Verhältnis von 1:4 (w/v) von Harz:Puffer zu erzeugen. 

Zur Immobilisierung wurde der Immobilisierungspuffers mit Enzym in ein 2 mL Eppendorfgefäß 

überführt und das Lifetech Harz hinzugefügt. Die Suspension wurde für 24 h bei 70 rpm und 

Raumtemperatur inkubiert. Es ist wichtig, hierfür keinen Magnetrührer zu verwenden, da dadurch die 

Beads hätten beschädigt werden können. Anschließend wurde die flüssige Phase über eine Säule 
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gefiltert. Die Proteinkonzentration in der flüssigen Phase wurde bestimmt und evaluiert, um die 

Immobilisierungsausbeute zu ermitteln. Dann wurde das Harz einmal mit 50 mM 

Natriumphosphatpuffer pH 7,5 (Verhältnis Harz:Puffer von 1:1 (w/v)) gewaschen und bis zur 

Verwendung bei 4 °C aufbewahrt. 

 

Methode II – permeabilisierte Triton-Zellen 

Zur Herstellung von permeabilisierten Zellen (Triton-Zellen) wurde auf ein Protokoll von Miozzari 

et al. (1978) 182 zurückgegriffen. Die Überexpressionsstämme und der Kontrollstamm 

G1212/YRC102 wurden in 100 mL HMM + NO3 für 48 h angezogen. Dann wurden die Zellen bei 

4000 × g für 5 min und 4 °C abzentrifugiert (ergab ca. 5 g Feuchtmasse). Die Pellets wurden 

gewogen, in H2O resuspendiert und auf 1,5 mL Eppendorfgefäße aufgeteilt. Die Zellen wurden 

einmal mit H2O gewaschen und anschließend je 50 bis 100 mg Feuchtmasse in 1 mL eiskaltem 

250 mM Natriumphosphatpuffer pH 7,5 + 0,05 % Triton X-100 resuspendiert. Zur Aufbewahrung 

wurden die Triton-Zellen in flüssigem Stickstoff eingefroren und bis zur weiteren Verwendung bei -

80 °C gelagert. 

 

Methode III – permeabilisierte, immobilisierte Triton-Zellen (LentiKats) 

- Triton-Zellen (-80 °C) 

- LentiKat®Liquid von geniaLab 

- LentiKat®Stabilizer von geniaLab 

Durchführung: 

Die eingefrorenen Triton-Zellen wurden langsam aufgetaut und bei 12.000 × g für 2 min 

abzentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und das Pellet mit H2O gewaschen. Die Zellen 

wurden erneut zentrifugiert und der Überstand verworfen. Zu dem Pellet wurde dann so viel H2O 

dazugegeben, bis eine OD600nm=200 erreicht wurde. Das LentiKat®Liquid wurde im Wasserdampfbad 

bei 95 °C verflüssigt. Falls Sterilität erforderlich ist und bei bereits geöffneter Flasche muss diese 

nochmals bei 121°C für 20 min autoklaviert werden. Anschließend wurde die Lösung auf dem 

Heizrührer bis zur Verwendung bei einer konstanten Temperatur von 37 - 42 °C gehalten (Temperatur 

der Flasche wurde mit einem Thermometer geprüft). Von Einmal-Petrischalen mit Deckel wurde auf 
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einer Waage die Masse bestimmt und dokumentiert. Nachdem das LentiKat®Liquid auf ca. 37 - 42°C 

abgekühlt war, wurde in einem Becherglas zu 6,5 mL Triton-Zellen 26 mL (1:5) LentiKat®Liquid 

zugegeben (32,5 mL Gesamtvolumen) und durch Rühren vermischt. Es wurde somit eine homogene 

Zellsuspension hergestellt. Anschließend wurde eine Dispenser-Pipette mit Zellsuspension befüllt. 

Die Zellsuspension wurde auf die Petrischaleninnenseite tropfenweise á 25 µL abgegeben. Es 

entstanden sphärische Zellsuspensionshaufen mit gleichem Durchmesser. Die Dispenserspitzen 

wurden vorgewärmt und die nicht benötigte Zellsuspension warmgehalten, da die Zellsuspension 

schnell geliert. Nach Beschichtung einer Petrischale mit Linsen wird diese mit Deckel auf derselben 

Waage ausgewogen. Der Gelierung-Prozess wurde auf der Arbeitsbank mit Abzug bei geöffnetem 

Petrischalendeckel durchgeführt. Nach ca. 2,5 h wurden die Petrischalen mit Deckel in kurzen 

Zeitabständen (ca. 15 min) ausgewogen und die Differenzmasse bestimmt. Die resultierende Masse 

der Linsen sollte nach Gelierungsprozess 30 % der Ausgangmasse betragen (0,3 * mLinsen_Start). 

Nachdem der Gelierungsprozess abgeschlossen war, wurden die Linsen direkt in der Petrischale mit 

20 mL 1,5 % LentiKat®Stabilizer in H2O für 2 h bei Raumtemperatur auf dem Schüttler geschwenkt. 

Die Flüssigkeit überdeckte die Linsen komplett. Nach dem Quell- und Stabilisierungsprozess wurden 

die Zellen 3x mit sterilem H2Oreinst für 10 min gewaschen, um die gesamte Stabilisierungslösung 

auszuwaschen. Die jeweiligen Flüssigkeiten wurden durch vorsichtiges Dekantieren der Petrischale 

entfernt. Die aktivierten, immobilisierten Triton-Zellen wurden im Kühlschrank in Tris (10 mM) bei 

4 - 8°C gelagert. 

 

2.3.16. Rührzelle 

Der Substrat-Produkt-Umsatz von DEA wurde für fünf verschiedene Enzympräparate (Rohextrakt, 

Triton-Zellen, immobilisierte Triton-Zellen (LentiKats®), gereinigtes Enzym oder gereinigtes 

immobilisiertes Enzym (Beads)) mittels Rührzelle (Merck, Deutschland) bestimmt. 

Dafür wurde der Stamm G1212/YRC102-Alip2-6h in 2 L HMM + NO3 für 48 h angezogen und auf 

fünf Teile a 400 mL aufgeteilt, um daraus die Enzympräparate herzustellen. Die daraus erhaltene 

Formulierung wurde mit 100 mM Na-P-Puffer pH 7,5 auf 30 mL aufgefüllt und bei Raumtemperatur 

in der Rührzelle inkubiert. In dem ersten Versuchsaufbau wurden pro Ansatz 10 mM DEA 

hinzugefügt und in einem weiteren Versuch 50 mM DEA. Die MEA und AS Synthese wurde über 

einen Zeitraum von 24 h gemessen. Das Substrat und die Produkte wurden durch das Anlegen eines 
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Druckes von 70 psi durch eine 5 kDa Ultrafiltrations-Membranscheibe von den Enzympräparaten 

abgetrennt und mittels GC-FID nachgewiesen. Der Aufbau der Rührzelle ist in Abb. 10 gezeigt. 

 

Abbildung 10: Schematische Darstellung der Rührzelle 

 

2.4. Analytische Methoden 

2.4.1. Dünnschichtchromatographie 

2 µL einer Probe mit DEA als Substrat wurden im Abstand von ca. 0,5 cm auf 

Dünnschichtchromatographie-Folien/Platten (POLYGRAM SIL G / UV254) auftragen und mit einem 

Föhn getrocknet, da Lösungsmittelreste das Ergebnis verändern können. Der Versuch wurde in einer mit 

dem Fließmittel gesättigten Atmosphäre durchgeführt. Das Laufmittel darf nicht in Kontakt mit den 

aufgetragenen Proben kommen. Daher wurde die Platte senkrecht in eine Chromatographiekammer mit 

dem Laufmittel (mobile Phase) gestellt. Bevor das obere Ende der Platte durch die Laufmittelfront erreicht 

werden konnte, wurde die Platte aus der Chromatographiekammer entfernt und schnellstmöglich 

getrocknet (Föhn). Für die Entwicklung der Probe wurde die Färbereagenz Bromkresolgrün (36 mM) 

verwendet und die DC-Platte langsam an der Luft getrocknet. 

 

 



Kapitel 2 

47 

 

Laufmittel 

Heptan: Ethylacetat 1:1 (v/v) 

 

Bromkresolgrün 

Bromkresolgrün 25 g 

in EtOH 125 mL 

NaOH 0,1 M 

 

Der RF-Wert einer Verbindung dient als quantitatives Maß für die Wanderungsgeschwindigkeit. 

Dabei ist der RF-Wert als Quotient aus Laufstrecke der Substanz (Startpunkt bis zum 

Substanzfleck=A) und Laufstrecke des Laufmittels (Startpunkt bis zur Laufmittelfront=B) definiert. 

𝑅𝐹 − 𝑊𝑒𝑟𝑡 =
𝐴

𝐵
=

𝑆𝑡𝑟𝑒𝑐𝑘𝑒 𝑆𝑡𝑎𝑟𝑡𝑝𝑢𝑛𝑘𝑡 𝑏𝑖𝑠 𝑆𝑢𝑏𝑠𝑡𝑎𝑛𝑧𝑓𝑙𝑒𝑐𝑘

𝑆𝑡𝑟𝑒𝑐𝑘𝑒 𝑆𝑡𝑎𝑟𝑡𝑝𝑢𝑛𝑘𝑡 𝑏𝑖𝑠 𝐿𝑎𝑢𝑓𝑚𝑖𝑡𝑡𝑒𝑙𝑓𝑟𝑜𝑛𝑡
 

 

2.5. Computergestütze Analysen 

2.5.1. Sequenzvergleich von DNA und Proteinen 

Zur Analyse der Aminosäure- bzw. Nucleotidsequenzen wurden die Tools smartBLAST von NCBI 

(USA) und BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) eingesetzt 183. Zum Vorhersagen einer 

Sekretionssequenz wurde der SignalP4.1 Server 184 von der Technical University von Dänemark 

genutzt. 

 

2.5.2. Modellierung von dreidimensionalen Proteinstrukturen 

Die Proteinstrukturen wurden mit Hilfe des „Iterative Threading ASSEmbly Refinement“ (I-

TASSER) Servers der Universität von Michigan errechnet. Von den erstellten Homologie-Modellen 

wurde jeweils das mit der meisten Ausagekraft weiter analysiert. 
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3. ERGEBNISSE 

 

3.1. Analyse der Sequenz und Proteinstruktur 

Zur Identifizierung proteinkodierender Gene, wurde eine Genomanalyse von B. raffinosifermentans 

LS3 durchgeführt. So konnten 6.116 proteinkodierende Gene im Genom identifiziert werden 139. Die 

aus den Genen resultierenden Proteine lassen aufgrund von vorhandenen Genorthologien auf eine 

mögliche Funktion schließen.  

Im Genom von B. raffinosifermentans konnten 30 putative Carboxylesterasen und Lipasen durch 

Annotationsanalysen identifiziert werden. Eine dieser putativen Lipasen, deren Gensequenz sich auf 

dem Chromosom Arad1D (ARAD1D21538g) befindet, wurde A. (B.) lipase 2 Gen (ALIP2) genannt. 

Der open reading frame (ORF) mit 1.020 bp kodiert ein Protein mit einer Länge von 339 

Aminosäuren. Alip2p hat eine berechnete molekulare Masse von 39,195 kDa. 

Zwei putative Carboxylesterasen, deren Gensequenzen sich auf den Chromosomen ARAD1C35442g 

bzw. ARAD1D18370g befinden, wurden B. esterase 1 Gen (BEST1) bzw. B. esterase 2 Gen (BEST2) 

genannt. Die ORFs von BEST1 (1.029 bp) und BEST2 (972 bp) kodieren für Proteine mit 342 und 

323 Aminosäuren. Best1p hat eine berechnete molekulare Masse von 39,45 kDa und Best2p von 

37 kDa. Mit dem SignalP (Version 4.1) Programm konnte keine Sekretionssequenz identifiziert 

werden, was auf ihre intrazelluläre Lokalisation hindeutet. 

Ein Vergleich der Aminosäuresequenzen der drei Proteine zeigt das G-X-S-X-G Motiv (Abb. 11). 

Dieses bildet mit einem Serin, einer Asparaginsäure und einem Histidin-Rest die katalytische S-D-H 

Triade. Dieser katalytische Mechanismus ist typisch für die Superfamilie der Serinhydrolasen, zu der 

auch Lipasen und Esterasen gehören. Diese Enzyme weisen alle eine α-Helix/β-Faltblatt-Struktur auf, 

die eine räumliche Nähe der Aminosäure-Seitenketten erst ermöglicht. Zum Vergleich der 

Aminosäuresequenzen mit bekannten Enzymen wurden als vergleichende Lipasen Alip1p aus 

Blastobotrys raffinosifermentans (Arxula adeninivorans) und Lipase B aus Candida antarctica sowie 

als Carboxylesterase aus Bacillus subtilis das Enzym Carboxylesterase NP (CES NP) verwendet. 
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CES NP        -------------------------------------------------------MSNHS 5 

Alip2p        -------------------MPDR--PLDEK-LLGEYDPQFVEFY--------NSLMRRQT 30 

Best1p        -------------------MPEGRTAIHPD-IRPLLDPEYVEIH--------DRYFANGI 32 

Best2p        -------------------MPV------------NYAQDWLEVE--------KLLGMRPL 21 

Alip1p        MLKLLLLVAQLVAFVFGAALPEERVYARDAVTPPSEDPFYTPDDGYEKEEPGTILRWRHA 60 

Lipase B      -MKLLSLTG--VAGVLATCVAATPLV---KRLPSGSDPA--------------------- 33 
                                                                           
 

CES NP        SSIPEL------SDNGIR-YYQTYNESLSL---WPVRCKS-------FYISTRFGQTHVI 48 

Alip2p        -----V-----MHEMSVEDARRAYDMSMIAEG-EPAEVESQVDHEITYEG-GSYQVRVFT 78 

Best1p        -----P-----TADIDPQLAKDTWNMVFEDEI-DNTLIE--SVKDISYGPDKEQVLRLYT 79 

Best2p        -----FSG--SVDEIRQQFAATAQNPQKPDYGPAPSSVESF-EYSTSSPTNPKIALRVYK 73 

Alip1p        PQMPAFTVFKQNLNASIQILYRTT----DTQGQPTATV-----------------VTVMI 99 

Lipase B      -----FSQPKSVLDAGL-----------TCQGASPSSVSK---------------PILLV 62 
                           :                                               

 

CES NP        ASGPEDAPPLVLLHGALFSSTMWYPNIADWSSKYRTYAVDII------------------ 90 

Alip2p        PKGPTPKGGYP--CFIYYHGGGWVVGC--------------LKTDAVYCTHWANH-ANCV 121 

Best1p        PLGPKPSNGYP--VLVFYHGGGWLTGS--------------QANHTVLLTKLAAKLEQVA 123 

Best2p        PKGV--EGPLP--LGFYAHGGGLILGD--------------LENDDYLLR-CASQAIPAV 114 

Alip1p        P-HNHAEGKLL--SYQSWEDSAWINCAPSYAIQFGANPQGIISQVDML--TLQSALNEGW 154 

Lipase B      P-GTGTTGPQ-------SFDSNWIPLS------------------------TQLGYTPCW 90 
                                 .                                         

 

CES NP        --------GDKNKSIPENLSG--TRTDYANWLLDVFDNLGIE---KSHMIGLSLGGLHTM 137 

Alip2p        VVSVNYRHAPEH-PFPAAVDDAWH---SFTWVHDNASKLNVNP-HRVAVGGTSAGGNLTA 176 

Best1p        IVSANYRHSPEH-KFPSAHEDAWA---AYEYVVTHSNDLGIDP-TSVVIGGFSAGGNLAA 178 

Best2p        IVQVDYRLAPET-KFHGIFEDVYA---GFQWTLENAEKLGGDK-KRLFVAGDSAGGGLAA 169 

Alip1p        IVSTPDYEGPKS-SFTSAIISGQATLDSIRAVLKSESFTGVKPDSKVAMWGYSGGSIASG 213 

Lipase B      ISPPPFMLNDTQ-------VNTEYMVNAITAL-----Y-AGSGNNKLPVLTWSQGGLVAQ 137 
                                  .                    .      :   * *.  :  

 

CES NP        NFLLRMPERVK-------------SAAILSPAETFLPFHHDFYKYA------------LG 172 

Alip2p        NVCHMVNLYNAESK---KPYPPLAYQMLFIA----------------------------- 204 

Best1p        YVTHKLNQVNRE-E---PTYPPLVYQVLMAP----------------------------- 205 

Best2p        SVALKDRDDGTR---------AIKGQVLIQP----------------------------- 191 

Alip1p        WAAALQPTYAPELK--------IAGAALGGVIQNITSVAVQ---VNKGPFVGLVPAGIKG 262 

Lipase        WGLTFFPSIRSKVDRLMAFAPDYKGTVLAGPLDALAVSAPSVWQQTTGSALTTALRNAGG 197 
                                         :                                 

 

CES NP        LTA---------------------SNGVEKFLNWMMTDQN-----VLHPIFVKQFQAGVM 206 

Alip2p        ---------------SLD--N---GMGKLKYPSV---MKYL----NVA-----GA----- 227 

Best1p        ---------------VI---D---PLAQHRYPSM---GTFR----NTV-----GL----- 227 

Best2p        ---------------NTVQQDLLPDDKKHLFTSFDRVGKDG----ACV-----NS----- 222 

Alip1p        LSSQYPELE------DYINDQLLPDKR----DDFEKAGK------QCLSVDVLT------ 300 

Lipase B      LTQIVPTTNLYSATDEIVQPQVSNSPLD---SSYLFNGKNVQAQAVCGPLFVIDH----- 249 
                                              .                            

 

CES NP        WQDGSRNPNPKADGFPYVFTDEELRSARVPIL-LLLGEHEVIY------DPHSALHRASS 259 

Alip2p        -------GAELLLWFSEKYFPE---------------K---SALSDVRASPMQYPDASFQ 262 

Best1p        -------SRADMTRYVDLYLDG---------------ESKQTYEDDPRLSPIRSPVDSLR 265 

Best2p        -------ETLTTMWNASR--PD---------------G-----ALGKYICPYLH-PDGHK 252 

Alip1p        --------YAFQDWFSYTKAGDRV----------LYNETIQKVLDENAMG-KQKPQIPLL 341 

Lipase        -------AGSLTSQFSYVVGRSALRSTTGQARSADYGITDCNPLPANDLTPEQKVAAAAL 302 
                                                                           

 

CES NP        FVPDIEAEVIKNAGHVLSMEQPAYVNERVMRFFNAETGISR------------------- 300 

Alip2p        QLPPTYF-IVAGM-DMLRDEAIAYHE------KLLKFGIKSEL----------NVYQGMP 304 

Best1p        QVPAASI-YVAGC-DVLRDEGVAYQE------KLLDNGVSTEL----------RVYEKLP 307 

Best2p        DLPKAFV-FFNSE-DCLHDDGANYAQ------MLAENGVDVKT----------KEYVGYP 294 

Alip1p        F------------YHGVHDEVMPIADVDKLYYEYCSNGVTVEYYREEGSEHVLEMITGFP 389 

Lipase B      LAPAAAA-IVAGPKQNCEPDLMPYARPFAVGKRTCSGIVTP------------------- 342 
                            .    :               .  :                      

 

CES NP        ------------------------------------------------------------ 300 

Alip2p        HIFFGMRAVLE-KADQAITGSMEALKKAFNSTSTKL*----------------------- 339 

Best1p        HAVFCVQKYGLSSSLQVIDDTAKDLKKALKLN-VNL*----------------------- 342 

Best2p        HVWFTFPPLAK--TLEFFDDFVGAIRHVLEE*---------------------------- 323 

Alip1p        KAYNYVKNLLDGGSVSSGCQRHDVFSNAFDEDALPTYSAEIWGILKGLLGAPVGPAAIS* 448 

Lipase B      ------------------------------------------------------------ 342 
 

Abbildung 11: Aminosäurensequenzvergleich von Alip2p, Best1p und Best2p mit den bekannten Lipasen Alip1p aus 

B. raffinosifermentans (A. adeninivorans) und Lipase B aus C. antarctica, sowie Carboxylesterase NP (CES NP) aus B. subtilis. Ein 

Sternchen (*) kennzeichnet Sequenzen mit einem einzelnen, vollständig konservierten Rest. Ein Doppelpunkt (:) zeigt die 

Konservierung zwischen Gruppen mit stark Eigenschaften an und ein Punkt (.) die Konservierung zwischen Gruppen mit schwach 

ähnlichen Eigenschaften an. Rot markierte Buchstaben zeigen das G-X-S-X-G Motiv. Bei CALB ist das erste G durch ein T ersetzt. 
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Mit Hilfe bereits bekannter dreidimensionaler Strukturen von ähnlichen Proteinen lassen sich 

Homologie-Modellierungen durchführen. Mit dem I-TASSER Server wurden die Modellierungen 

durchgeführt (Abb. 12) und die Strukturen mit der höchsten Clusterdichte bzw. dem höchsten C-

Score für Alip2p (A), Best1p (B) und Best2p (C) ausgewählt. Der C-Score ist der Vertrauensscore, 

der die Qualität der Vorhersage schätzt. Er befindet sich typischerweise in einem Bereich von -5 bis 

2 und kennzeichnet mit einem höheren Wert ein höheres Vertrauen in ein Modell. Für Alip2p wurde 

ein Modell mit einer Clusterdichte von 0,6334 und einem C-Score von 0,99 erreicht. Der Template 

Modeling (TM)-Score erreicht dabei 0,85 ± 0,08. Für Best2p wurden ähnliche Werte mit einem C-

Score von 1,01 und einem TM-Score von 0,85 ± 0,08 berechnet. Das beste Modell für Best1p weist 

dagegen nur eine Clusterdichte von 0,5255 sowie einen C-Score von 0,76 und einen T-Score von 0,82 

± 0,09 auf. 

Alle drei Proteine zeigen die für α/β – Hydrolasen typische Struktur. Die putative Lipase Alip2p und 

die putativen Carboxylesterasen Best1p und Best2p zeigen im Wechsel die typischen α-Helices und 

β-Faltblätter (Abbildung 12). 

 

Abbildung 12: Modellierung der dreidimensionalen Struktur von Alip2p (A), Best1p (B) und Best2p (C). Die schematischen 

Darstellungen wurden mit dem I-TASSER Server auf Basis von bereits bekannten Proteinen berechnet. In der Abbildung sind die 

auftretenden α-Helices (rot) und die β-Faltblätter (gelb) zu erkennen. 
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3.2. Expression, Prä-Screening und Reinigung der rekombinanten Lipasen und 

Carboxylesterasen 

Zur rekombinanten Expression der 30 putativen Carboxylesterase- und Lipase-Gene in 

B. raffinosifermentans wurden aus der genomischen DNA die identifizierten Gene amplifiziert. Die 

korrekte Amplifikation der Gene wurde per Sequenzierung verifiziert. Als Positivkontrolle wurde das 

Gen, welches für die Lipase B aus Candida antarctica (CALB) kodiert, verwendet. Wie in 2.2.6 

beschrieben, wurden die Gene mittels Gibson Assembly Master-Mix in das mit PacI linearisierte 

Plasmid Xplor3.2 hinter den konstitutiv-starken TEF1-Promotor eingebracht. Die konstruierten 

Transformationskassetten mit YRC oder YIC wurden anschließend in die Hefe B. raffinosifermentans 

transformiert. Als Negativkontrolle wurden die linearisierten, leeren Plasmide (YRC102, YIC102) in 

die Hefe transformiert. Die erzeugten Stämme sind in Tab. 1 im Material- und Methodenteil 

aufgelistet. 

Die Kolonie-PCR Amplifikationsansätze zu den Stämmen G1212/YRC102-ALIP2-6h, 

G1212/YRC102-6h-BEST1, G1212/YRC102-6h-BEST2 und G1212/YRC102-CALB-6h sind in 

Abb. 13 dargestellt. Wie erwartet wiesen die Genfragmente eine Größe von ca. 1200 bp auf 

(berechnet: 1265 bp, 1274 bp, 1212 bp und 1274 bp). Damit konnte der rekombinante Einbau der 

Gene in das Hefegenom bestätigt werden. Auch alle weiteren 27 putativen Lipase und 

Carboxylesterase Gene wurden im Genom der Hefe durch Kolonie PCR nachgewiesen (Daten nicht 

gezeigt). 

 

Abbildung 13: Kolonie-PCR mit ausgewählter chromosomaler DNA von B. raffinosifermentans G1212 Transformanten: 

G1212/YRC102-ALIP2-6h, G1212/YRC102-6h-BEST1, G1212/YRC102-6h-BEST2 und G1212/YIC102-CALB-6h. Als Marker 

wurde der GeneRulerTM 1 kb DNA Ladder verwendet. 

 



Kapitel 3 

52 

 

Nach dem Screening mittels Kolonie-PCR wurde die chromosomale DNA ausgewählter Stämme, die 

Esterase oder Lipase Gene exprimieren, isoliert. Diese wurde verwendet, um die korrekte 

Transformation dieser Gene in den konstruierten Stämmen nachzuweisen. Die Sequenzierungen 

wurden mit Primern durchgeführt, die für die Amplifikation der jeweiligen Gene entwickelt wurden 

(Tab. 1). Die Sequenzierungen zeigten die korrekte Transformation aller Gene (Daten hier nicht 

gezeigt). 

 

Nach der Analyse der Genexpression sollte die Enzymfunktion untersucht werden. Hierfür wurde die 

Hydrolyse von pNP-Butyrat durch Kulturüberstand und Rohextrakt untersucht. Die Stämme, bei 

denen die Gene eine vorhergesagte Sekretionssequenz haben (siehe Tab. 1), zeigten die höchsten 

spezifischen Aktivitäten im Kulturüberstand. Bei den Stämmen mit fehlender Sekretionssequenz 

wurden die höchsten Aktivitäten im Rohextrakt (intrazelluläre lösliche Fraktion) erzielt. Die 

spezifische Aktivität im Rohextrakt des Ausgangsstamms G1212/YRC102 wurde auf 100 % 

festgelegt. Der Rohextrakt folgender Stämme wies erhöhte Aktivitäten ( 2*Aktivität Rohextrakt des 

Ausgangsstammes) auf: G1212/YRC102-Alip2-6h (398 %), G1212/YRC102-6h-Best1 (371 %), 

G1212/YRC102-6h-Best2 (2205 %), G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h (278 %), 

G1212/YRC102-ARAD1D30910g-6h (592 %) und G1212/YIC102-6h-ARAD1D49786g (248 %) 

(Abb. 14 A). G1212/YRC102-ARAD1C09658g-6h (335 %) und die Positivkontrolle 

G1212/YIC102-CALB-6h (919 %) wiesen höhere Aktivitäten im Zellüberstand auf (Abb. 14 B). 
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Abbildung 14: Bestimmung der intrazellulären (A) und der extrazellulären (B) spezifischen Enzymaktivität mit pNP-Butyrat als 

Substrat. Der Kontrollstamm G1212/YRC102 wurde auf 100 % gesetzt und die anderen Enzymaktivitäten darauf bezogen. Ausgewählt 

wurde jeweils der Klon mit der höchsten gemessenen Aktivität aus allen synthetisierten YIC- und YRC-Transformanten. Alle 

Messungen wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

In einem weiteren Screening wurden die rekombinanten Stämme bzw. die entsprechenden Enzyme 

zur Hydrolyse von Diestern getestet.  

In dem quantitativen Assay wird der Diester zum korrespondierenden Monoester oder zur 

Dicarboxylsäure hydrolysiert. Die dabei entstehenden Protonen verringern den pH-Wert, wodurch 

sich die Absorption des Indikators para-Nitrophenolat (pH 7,2) bzw. Bromkresolgrün (pH 4,9) 

verringert. Das Screening zeigt also, ob Säure durch die Spaltung der Esterbindung entsteht, welche 
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wiederum den pH-Wert herabsetzt. Als Produkte liegen dann der gewünschte Monoester oder bei der 

Hydrolyse beider Esterbindungen die Disäure bzw. das Diol vor. Dies wird in der Auswertung als 

Differenz zwischen der Absorption zu Beginn der Reaktion und der Absorption am Ende der 

Messungen nach 24 h angegeben. Die Reaktionen wurden sowohl bei pH 7,2 als auch 4,9 

durchgeführt. Als Positivkontrolle wurde die Lipase von Candida rugosa (Sigma) getestet. Als 

Substrate für das Screening wurden Adipinsäurediethylester (DEA), Dimethyl trans-1,4-

cyclohexandicarboxylat (DMCH), Terephthalsäurediethylester (DETS) und Decandiol-

dimethacrylsäureester (DDMAE) verwendet. Diese Substrate wurden als aliphatische Vertreter für 

unterschiedliche Substratstrukturen mit unterschiedlichen Gruppen ausgewählt. Bei DEA handelt es 

sich um ein kurzkettiges, bei DMCH um ein zyklisches, bei DETS um ein aromatisches und bei 

DDMAE um ein langkettiges Substrat. 

Unter Verwendung von DEA als Substrat konnte mit den Rohextrakten aus G1212/YRC102-Alip2-

6h, G1212/YRC102-6h-Best1, G1212/YRC102-6h-Best2 und G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h 

eine hohe Absorptionsänderung von 0,6 bis 0,9 bei einem pH von 7,2 beobachtet werden. Das liegt 

noch über dem Wert der Lipase aus C. rugosa als Positivkontrolle mit einem ∆A405 nm von 0,59 und 

deutlich über der Negativkontrolle G1212/YRC102 mit ∆A405 nm 0,08. Auch durch die 

Kulturüberstände aus G1212/YRC102-ARAD1C09658g-6h und G1212/YIC102-CALB-6h erfolgte 

die Esterspaltung: ∆A405 nm lag ungefähr bei 0,2, was deutlich unter der Positivkontrolle (∆A405 nm 0,9) 

liegt. Bei einem pH-Wert von 4,9 liegen alle Werte der getesteten Rohextrakte und Überstände 

deutlich unter der Absorptionsänderung der Positivkontrolle (∆A620 nm ca. 0,5), d.h. hier ist keine 

erhöhte Aktivität bezüglich der Esterspaltung nachweisbar. Beim Rohextrakt blieben alle Werte unter 

denen der Negativkontrolle G1212/YRC102 von ∆A620 nm = 0,17 und mit dem Überstand von 

G1212/YIC102-CALB-6h konnte lediglich ein ∆A620 nm von 0,2 erzielt werden (Abb. 15 A). Demnach 

sind höhere Absorptionsänderungen bei pH 7,2 zu verzeichnen. 

Für das Substrat DMCH ergaben sich bei pH 7,2 für den Rohextrakt der Kontrolle G1212/YRC102 

ein ∆A405 nm von 0,29. Mit Ausnahme von G1212/YIC102-6h-ARAD1D49786g (∆A405 nm von 0,15) 

erzielten alle anderen Überexpressionsstämme ein höheres ∆A405 nm von bis zu 0,87 

(G1212/YRC102-Alip2-6h). Die Lipase aus C. rugosa wies nur ein geringes Potential zur 

Esterspaltung auf (∆A405 nm = 0,16).  

Die Stämme G1212/YRC102-ARAD1C09658g-6h und G1212/YIC102-CALB-6h lagen mit einen 

∆A405 nm von ungefähr 0,3 nur etwas über den Werten der Kontrollen. Auch bei einem pH von 4,9 

erzielten alle getesteten Stämme höhere Werte als die Lipase aus C. rugosa. Dies zeigt, dass diese 
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Lipase mit DMCH als Substrat unter den getesteten Bedingungen kaum aktiv ist. Bei den Messungen 

mit dem Rohextrakt erzielten die Stämme G1212/YRC102-6h-Best2 (∆A620 nm = 0,32), 

G1212/YIC102-ARAD1 A10120g-6h (∆A620 nm = 0,24) und G1212/YIC102-6h-ARAD1D49786g 

(∆A620 nm = 0,15) höhere Werte als die Negativkontrolle G1212/YRC102 (∆A620 nm = 0,06). Bei den 

Überständen wurde mit ∆A620 nm = 0,19 beim Stamm G1212/YRC102 der höchste Wert gemessen 

(Abb. 15 B), es wurde also keine Aktivität im Überstand gefunden. Dies bedeutet, dass das Enzym 

entweder inaktiv ist oder keine Esterbindung hydrolysiert. 

Das Substrat DETS erzielte bei pH 7,2 durch den Rohextrakt von G1212/YRC102-Alip2-6h (∆A405 nm 

= 0,43) den höchsten Wert, war also besonders aktiv. Alle anderen Überexpressionsstämme, mit 

Ausnahme von G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h, lagen zwischen Werten von ∆A405 nm = 0,15 - 

0,2 und waren damit etwa doppelt so hoch wie G1212/YRC102 und die Lipase aus C. rugosa. Von 

den getesteten Überständen erzielte G1212/YRC102-ARAD1C09658g-6h mit 0,3 die höchste 

∆A405 nm. Die Kontrolle G1212/YRC102 erreichte ein ∆A405 nm von 0,23 und alle anderen Messwerte 

lagen unter diesem Wert, zeigten also keine Aktivität.  

Bei einem pH von 4,9 wurde bei den Messungen mit den Rohextrakten der höchste Wert mit der 

Negativkontrolle G1212/YRC102 erreicht. Dieser lag bei ∆A620 nm = 0,2. Alle anderen Messungen 

erzielten geringere Werte. Bei den Messungen mit den Überständen erzielte nur G1212/YIC102-

CALB-6h mit einem ∆A620 nm von 0,22 einen höheren Wert als die Kontrolle G1212/YRC102 mit 

∆A620 nm = 0,12 (Abb. 15 C). Bis auf G1212/YIC102-CALB-6h konnte also keine Aktivität 

festgestellt werden. 

Die höchsten Messwerte von allen Substraten konnten mit dem Substrat DDMAE bei einem pH von 

7,2 mit den Rohextrakt-Messungen erreicht werden. Während mit der Lipase von C. rugosa und der 

Kontrolle G1212/YRC102 Werte von ∆A405 nm = 0,28 und 0,69 erreicht wurden, konnten mit 

G1212/YRC102-Alip2-6h (∆A405 nm = 1,57), G1212/YRC102-6h-Best1 (∆ A405 nm = 1,58), 

G1212/YRC102-6h-Best2 (∆ A405 nm = 1,34) und G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h (∆A405 nm = 

1,47) die höchsten Werte gemessen werden. Bei den Messungen mit den Überständen erzielten 

G1212/YRC102-ARAD1C09658g-6h (∆A620 nm = 0,42) und G1212/YIC102-CALB-6h (∆A620 nm = 

0,46) nur etwas höhere Werte als G1212/YRC102 mit ∆A620 nm = 0,37. Mit der Lipase von C. rugosa 

wurden noch niedrigere Werte gemessen. Die Messungen bei einem pH von 4,9 erzielten mit dem 

Rohextrakt nochmal deutlich geringere Werte. Trotzdem lagen G1212/YRC102-Alip2-6h (∆A405 nm 

= 0,46), G1212/YRC102-6h-Best1 (∆A405 nm = 0,72), G1212/YRC102-6h-Best2 (∆A405 nm = 0,42) und 

G1212/YIC102-ARAD1 A10120g-6h (∆A405 nm = 0,83) noch deutlich über den Messungen mit 
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G1212/YRC102 (∆A405 nm = 0,22). Bei den Überständen wurden mit ∆A620 nm = 0,48 mit 

G1212/YRC102 der höchste Wert gemessen (Abb. 15 D). 
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Abbildung 15: Absorptionsänderung zur Bestimmung der Aktivität bezüglich der Diesterhydrolyse mit para-Nitrophenol (pH 7,2) oder 

Bromkresolgrün (pH 4,9) als Indikatoren. Die Reaktion wurde bei pH 7,2 (schwarze Balken) und pH 4,9 (graue Balken) durchgeführt 

und bei 405 bzw. 620 nm gemessen. Die Höhe der Balken repräsentiert die Differenz der Hydrolyse nach 0 und 24 h und nach Abzug 

des Ansatzes ohne Substrat. Die Inkubation erfolgte bei 37 °C. Die Messungen wurden mit DEA als Substrat und Rohextrakt (A) bzw. 

Überstand (B), DMCH als Substrat und Rohextrakt (C) bzw. Überstand (D), mit DETS als Substrat und Rohextrakt (E) bzw. Überstand 

(F) oder mit DDMAE als Substrat und Rohextrakt (G) bzw. Überstand (H) durchgeführt. Die Differenz ΔA entspricht dem Mittelwert 

von drei Replikaten. 

 

Es lässt sich zusammenfassen, dass die Enzymaktivitäten bei einem pH von 7,2 höher waren als bei 

pH 4,9. DEA und DMCH werden durch die Rohextrakte der Stämme G1212/YRC102-Alip2-6h, 

G1212/YRC102-6h-Best1, G1212/YRC102-6h-Best2 und G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h 

hydrolysiert. DETS ließ sich durch den Rohextrakt aus G1212/YRC102-Alip2-6h hydrolysieren.  
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Zur Überprüfung der Selektivität der Enzyme bezüglich der Hydrolyse des Diesters DEA erfolgte die 

Analyse mittels GC-FID. Damit lassen sich sowohl das Substrat DEA als auch das gewünschte 

Produkt, der Monoester Adipinsäuremonoethylester (MEA), und das Nebenprodukt, die Disäure 

Adipinsäure (AS) nachweisen. 

Bei pH 7,5 konnte mit allen getesteten Stämmen im Vergleich zur Kontrolle G1212/YRC102 eine 

höhere Konzentration an MEA erzielt werden. Mit den Rohextrakten der Stämme G1212/YRC102-

6h-Best1, G1212/YRC102-6h-Best2, G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h, G1212/YIC102-

ARAD1D30910g-6h und G1212/YIC102-ARAD1D49786g-6h konnte ein MEA-Gehalt zwischen 

47 % (G1212/YIC102-ARAD1D30910g-6h) und 88 % (G1212/YRC102-6h-Best2) erhalten werden. 

Der Adipinsäure (AS) Anteil lag dabei bei maximal 16 %. Der Rohextrakt von G1212/YRC102-

Alip2-6h und der Überstand von G1212/YIC102-CALB-6h hydrolysierten DEA vollständig zu MEA 

(56 % bzw. 3 %) und AS (44 % bzw. 97 %) (Abb. 16 A). 

Bei pH 5 wurden mit dem Überstand von G1212/YIC102-CALB-6h ähnliche Ergebnisse erzielt 

(MEA: 2 % und AS: 98 %), während durch die anderen Stämme weniger DEA hydrolysiert wurde. 

Die Hydrolyse durch den Rohextrakt von G1212/YRC102-Alip2-6h lieferte am meisten MEA 

(37 %). Der Gehalt an AS lag dabei bei 16 %. Durch die Extrakte der weiteren Stämme wurden 

zwischen 19 und 3 % MEA erhalten. AS wurde maximal zu 3 % nachgewiesen (Abb. 16 B). 
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Abbildung 16: DEA, MEA und AS-Gehalt nach der Hydrolyse von DEA durch den Rohextrakt bzw. Kulturüberstände verschiedener 

Hefestämme. Die Reaktion wurde bei pH 7,5 (A) oder pH 5 (B) durchgeführt. Die Inkubation erfolgte für 6 h bei 37 °C. Die Aktivitäten 

entsprechen dem Mittelwert von 2 Replikaten. 

 

Zusätzlich erfolgte der Nachweis der Proteine von G1212/YIC102-CALB-6h (Kulturüberstand), 

G1212/YRC102-Alip2-6h, G1212/YRC102-6h-Best1, G1212/YRC102-6h-Best2 und G1212/YIC102-

ARAD1A10120g-6h (jeweils Rohextrakte) mittels SDS-PAGE sowie immungefärbtem Western Blot 

nach affinitätschromatographischer Reinigung über den His-tag. 

Die gereinigten Enzyme (E1 bis E3) konnten bei ihren erwarteten molekularen Massen im Western 

Blot über anti-His-Antikörper und teilweise im Coomassie-gefärbten SDS-PAGE nachgewiesen 

werden: Alip2-6hp: 39.195 kDa (Abb. 17 A), 6h-Best1p: 39.45 kDa (Abb. 17 B), 6h-Best2p: 37 kDa 

(Abb. 17 C), ARAD1A10120g-6hp: 36.61 kDa (Abb. 17 D) und CALB-6hp: 36.9 kDa (Abb. 17 E). 

Das Enzym 6h-Best1p wurde bereits im Rohextrakt sowie in der zweiten Waschfraktion 

nachgewiesen. Geringe Mengen des Enzyms von ARAD1A10120g-6hp wurden im Durchlauf 

zusätzlich zu den Elutionsfraktionen wiedergefunden. Die beiden Enzyme konnten mit dieser 

Reinigungsmethode somit nicht vollständig isoliert werden. 
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Abbildung 17: Reinigung der rekombinanten Proteine aus den Stämmen G1212/YRC102-Alip2-6h (A), G1212/YRC102-6h-Best2 (B), 

G1212/YRC102-6h-Best2 (C), G1212/YIC102-ARAD1A10120g-6h (D) und G1212/YIC102-CALB-6h (E). Zu sehen sind die 

Ergebnisse der SDS-PAGE nach Coomassie-Färbung (links) und der Western Blot Analyse (rechts). Aufgetragen sind der Rohextrakt 

(RE), der mit Bindepuffer gemischte Rohextrakt (RE+BP), die zwei Durchläufe auf der Säule (D1 und D2), die zwei Waschschritte 

mit Bindepuffer (W1) und Waschpuffer (W2), sowie die drei aufeinander folgenden Eluationsfraktionen (E1, E2 und E3). 
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Die Zusammenfassung der erhaltenen Aktivitäten und die Reinigungseffizienz sind in Tab. 3 gezeigt. 

Aufgrund zu geringer Aktivität bzw. Ausbeute von ARAD1A10120g-6hp, wurde dieses Protein nicht 

weiter untersucht. In den folgenden Experimenten lag der Fokus somit auf den Enzymen Alip2-6hp, 6h-

Best1p und 6h-Best2p. 

 

Tabelle 3: Zusammenfassung der erhaltenen Aktivitäten der gereinigten Proteinfraktionen. 

Enzym Reinigungs-

schritt 
Protein-

konzentration 
[mg] 

A
total

 
[U] 

A
spezifisch 

[U mg
-1

] 
Ausbeute 

[%] 
Reinigungs-

faktor 

Alip2-6hp 
Rohextrakt 4,78 5,03 1,05 100 1 
Gereinigtes 

Protein 0,26 1,17 4,5 23 4,30 

6h-Best1p 
Rohextrakt 7,09 0,52 0,07 100 1 
Gereinigtes 

Protein 0,44 0,20 0,45 16 2,60 

6h-Best2p 
Rohextrakt 0,95 6,72 7,07 100 1 
Gereinigtes 

Protein 0,08 2,28 28,05 26 2,94 

ARAD1A10120g-

6hp 

Rohextrakt 20,10 0,82 0,04 100 1 
Gereinigtes 

Protein 0,26 0,03 0,12 39 30,06 

CALB-6hp 
Überstand 1,97 0,19 0,10 100 1 

Gereinigtes 

Protein 0,03 0,95 31,67 0,3 0,20 
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3.3. Biochemische Charakterisierung  

Verschiedene Parameter können die Aktivität und Stabilität von Enzymen beeinflussen. Zu den hier 

untersuchten Parametern gehören Temperatur, pH-Wert, Co-Faktoren, Lösungsmittel sowie 

Polyalkohole. Die erhaltenen Informationen sind von großem Wert bei zukünftigen Anwendungen 

der rekombinanten Enzyme. 

 

Einfluss der Temperatur 

Um das Temperaturoptimum zu ermitteln, wurde die Aktivität der Enzyme bei Temperaturen 

zwischen 10 und 90 °C untersucht. 

Die Temperaturoptima der drei getesteten Enzyme liegen zwischen 31 und 41°C (Alip2-6hp: 35 °C, 

6h-Best1p: 41 °C, 6h-Best2p: 31 °C). 80 % der Enzymaktivitäten wurden zwischen 23 und 41 °C 

(Alip2-6hp), 33 und 50 °C (6h-Best1p) bzw. 21 und 38 °C (6h-Best2p) bestimmt (Abb. 18). 
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Abbildung 18: Relative Enzymaktivität in Abhängigkeit der Temperatur. Die jeweils höchste erhaltene Aktivität wurde auf 100 % 

gesetzt. Als Substrat zur Messung der Hydrolysegeschwindigkeit von Alip2-6hp (A), 6h-Best1p (B) und 6h-Best2p (C) wurde pNP-

Butyrat verwendet. Alle Messungen wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Zur Bestimmung der Temperatur-Stabilität wurden die Enzyme für 10 – 240 min bei 0 bis 90 °C 

inkubiert. Anschließend wurde die Enzymaktivität mit der Aktivität vor der Inkubation (100 %) 

verglichen.  

Zwischen 0 (auf Eis) und 30 °C ist die Alip2-6hp stabil. Unabhängig von der Inkubationsdauer sinkt 

die Aktivität ab 40 °C rapide und ab 50 °C ist nur noch eine Restaktivität unter 5 % nachzuweisen 

(Abb. 19 A). 

Die Aktivität von 6h-Best1p sinkt nach 10-minütiger Inkubation sofort auf ca. 70 % ab, verbleibt auf 

diesem Niveau bis 50 °C, bevor das Enzym ab 60 °C vollständig inaktiviert ist. Die Verringerung der 

Enzymaktivität bei 30°C konnte bei der Verlängerung der Inkubationszeit nicht bestätigt werden. 

Hier ist nur eine leichte Abnahme zu verzeichnen. Ab 50 °C liegt die Restaktivität bei allen 

Messpunkten unter 7 % (Abb. 19 B). 

Schon bei einer Inkubationstemperatur von 30 °C sinkt die Aktivität von 6h-Best2p auf 81 % bis 

94 % ab. Bei einer Inkubationsdauer von 10 bzw. 30 min bleibt die Aktivität anschließend bis 40 °C 

auf diesem Niveau. Nach 120 min ist das Enzym nur noch zu ca. 50 % aktiv. Bei 50 °C nach 10-

minütigen Inkubationsdauer ist noch 44 % Aktivität nachweisbar. Bei 120 bzw. 240 min 

Inkubationsdauer sinkt die Aktivität bereits bei 40 °C auf ca. 50 % ab und liegt bei 50 °C unter 2 % 

(Abb. 19 C). 
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Abbildung 19: Relative Enzymaktivität zur Ermittlung der Temperaturstabilität. Die jeweils höchste erhaltene Aktivität wurde auf 

100 % gesetzt. Als Substrat zur Messung der Hydrolysegeschwindigkeit von Alip2-6hp (A), 6h-Best1p (B) und 6h-Best2p (C) wurde 

pNP-Butyrat verwendet. Die Inkubation erfolgte für 10 min (●⸺), 30 min (□---), 120 min (◊⸳⸳⸳) und 240 min (▲-⸳-). Alle Messungen 

wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Einfluss des pH-Wertes 

Um das pH-Optimum zu ermitteln, wurde die Aktivität der Enzyme zwischen pH 2,15 und pH 8,21 

untersucht. Die pH-Optima der Enzyme liegen im neutralen Bereich bei pH 7 (Alip2-6hp) bzw. 6,6 

(6h-Best1p und 6h-Best2p). Ab pH 5 (Alip2-6hp) bzw. 4,5 (6h-Best1p und 6h-Best2p) und darunter 

konnte keine Aktivität mehr festgestellt werden (Abb. 20). 
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Abbildung 20: Relative Enzymaktivität in Abhängigkeit des pH-Wertes. Die jeweils höchste erhaltene Aktivität wurde auf 100 % 

gesetzt. Als Substrat wurde pNP-Butyrat verwendet.  Als Puffer wurde ein Citratphosphatpuffer (McIlvaine) von pH 2,15 – pH 8,21 

verwendet. Die relativen Aktivitäten von Alip2-6hp (♦⸳⸳⸳), 6h-Best1p (●⸺) und 6h-Best2p       (■---) sind im Vergleich dargestellt. Alle 

Messungen wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Zusätzlich wurde untersucht, welchen Einfluss der pH-Wert auf die Stabilität der Enzyme zeigt. Bei 

einer Inkubationszeit von 4 h verringerte sich die Aktivität von Alip2-6hp am Optimum auf 84 %, 

während 6h-Best1p und 6h-Best2p nach dieser Inkubationszeit nur noch zu 30 bzw. 60 % aktiv waren 

(Daten nicht gezeigt). 

 

Einfluss von Co-Faktoren 

Die Auswirkungen von verschiedenen Co-Faktoren auf die Enzymaktivität wurde durch die Anwesenheit 

von je 5 mM verschiedener Metallionen mit dem Standardaktivitätstest getestet: CaCl2, CoCl2, CoSO4, 

CuCl2, CuSO4, FeCl3, FeSO4, KCl, MgCl2, MgSO4, MnCl2, MnSO4, NiCl2, NiSO4, ZnCl2 bzw. 

ZnSO4. Zudem wurde der Einfluss von Dithiothreitol (DTT) als reduzierendes Agens und EDTA als 

Chelator getestet. Die berechneten Aktivitäten wurden ins Verhältnis zur Aktivität ohne weitere 

Zusätze gesetzt. Die Ergebnisse sind in Tab. 4 zusammengefasst. Die Aktivität von Alip2-6hp wurde 

durch die Zugabe von FeCl3 fast vollständig inhibiert (Aktivität < 2 %). Auch die Zugabe von CuCl2, 

CuSO4 und FeSO4 hatte eine stark inhibierende Wirkung (Aktivitäten < 30 %). Alle weiteren Co 

Faktoren hatten nur einen geringen Einfluss auf die Aktivität. Ähnliche Ergebnisse wurden auch mit 

6h-Best1p und 6h-Best2p erzielt. Die Metallionen Fe2+, Fe3+ und Cu2+ zeigen bei allen drei Enzymen 

eine inhibierende Wirkung in unterschiedlicher Ausprägung. 
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Tabelle 4: Einfluss von Co-Faktoren (finale Konzentration 1 mM im Reaktionsansatz) auf die Enzymaktivität. 

Zusatz 

Alip2-6hp  

(Aktivität [%]) 

6h-Best1p 

(Aktivität [%]) 

6h-Best2p 

(Aktivität [%]) 

H2O 100 ± 8,1 100,0 ± 7,0 100,0 ± 2,0 

CaCl2 119,0 ±10,1 119,6 ± 5,0 110,7 ± 2,4 

CoCl2 96,6 ± 9,7 104,3 ± 4,4 93,4 ± 3,9 

CoSO4 89,9 ± 1,3 103,8 ± 4,0 82,1 ± 2,4 

CuCl2 28,0 ± 5,6 23,7 ± 6,3 8,2 ± 2,5 

CuSO4 24,9 ± 7,8 15,6 ± 2,1 7,5 ± 2,6 

FeCl3 1,6 ± 3,4 24,6 ± 1,8 1,8 ± 1,5 

FeSO4 19,3 ± 5,3 11,4 ± 4,3 1,7 ± 2,5 

KCl 102,4 ±6,6 106,3 ± 5,4 102,8 ± 2,7 

MgCl2 106,6 ± 6,9 104,2 ± 8,5 102,3 ± 5,5 

MgSO4 104,4 ± 7,9 108,3 ± 7,3 108,6 ± 3,5 

MnCl2 90,5 ± 4,2 108,0 ± 6,9 99,8 ± 8,2 

MnSO4 97,6 ± 4,9 118,0 ± 6,1 106,8 ± 2,4 

NiCl2 93,2 ±10,0 108,7 ± 7,9 102,9 ± 5,7 

NiSO4 82,5 ± 17,1 97,9 ± 13,7 96,4 ± 3,8 

ZnCl3 71,3 ± 3,2 82,3 ± 12,6 93,8 ± 6,8 

ZnSO4 84,8 ± 13,4 89,6 ± 6,9 82,9 ± 9,7 

DTT 83,7 ± 9,4 94,2 ± 1,9 95,7 ± 14,5 

EDTA  101,9 ± 10,6 101,3 ± 4,6 104,2 ± 2,5 

 

 

Einfluss von Lösungsmitteln und Polyalkoholen auf die Stabilität 

Grundsätzlich lassen sich Enzyme durch den Zusatz von Lösungsmitteln oder Polyalkoholen 

stabilisieren 185. Dies ist von besonderem Interesse für spätere Anwendungen, bei denen eine hohe 

Stabilität erforderlich ist. Sie dienen außerdem als Löslichkeitsvermittler bei der Reaktion mit 

lipophilen Substanzen. 

Zur Testung der Stabilität der Enzyme in Anwesenheit verschiedener Lösungsmittel oder 

Polyalkohole wurden PEG200, DEG, DMSO, Ethanol, Aceton und Isopropanol zu 50 % (v/v) zu den 

Enzymen gegeben und diese anschließend über 24 h inkubiert. Die Kontrolle wurde entsprechend mit 

Wasser verdünnt. 

Alle getesteten Lösungsmittel und Polyalkohole zeigten eine inhibierende Wirkung auf die Alip2-

6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p. Alip2-6hp war nur noch zu weniger als 45 % aktiv. Isopropanol und 
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DMSO verringerten die Aktivität auf 15 %, während die Zugabe von Aceton die Aktivität vollständig 

inhibierte. 

Für 6h-Best1p konnte mit Aceton, DMSO und Ethanol noch eine Aktivität von etwa 70 % festgestellt 

werden. Mit Isopropanol und PEG200 lag diese etwas niedriger zwischen 50 und 60 %. DEG 

verringerte die Aktivität auf nur noch 30 %. 

PEG200, DEG, DMSO und Isopropanol inhibierten 6h-Best2p um 40 bis 50%. Eine etwas höhere 

Aktivität konnte mit dem Zusatz von Ethanol und Aceton gemessen werden: 70 % (Aceton) bzw. ca. 

80 % (Ethanol) (Abb. 21). 

Zusätzlich wurde die Dauer der Inkubation mit den verschiedenen Lösungsmitteln variiert. Nach 10 

min statt 24 h Inkubation mit den Solventien zeigte sich nur ein geringer Einfluss auf die verbleibende 

Aktivität. Der Unterschied zwischen 10 min und 24 h lag je nach Zusatz zwischen 4 % und 11 %. 

 

Abbildung 21: Relative Enzymaktivität in Abhängigkeit von Lösungsmitteln und Polyalkoholen. Die jeweils höchste erhaltene 

Aktivität wurde auf 100 % gesetzt. Als Substrat wurde pNP-Butyrat verwendet. Die Inkubationsdauer betrug 24 h bei einem pH von 

7,5 und einer Inkubationstemperatur von 35 °C. Für die Inkubation wurde das Enzym mit den Lösungsmitteln im Verhältnis 1:1 (v/v) 

vermischt. Die hellgrauen Balken zeigen die relativen Aktivitäten von Alip2-6hp, die blauen Balken von 6h-Best1p und die 

dunkelgrauen Balken von 6h-Best2p. Alle Messungen wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als 

Standardabweichung ermittelt. 

 

Einfluss des Umpufferns auf die Stabilität 

Zusätzlich wurde der Einfluss des Umpufferns der Enzyme vom Aufbewahrungspuffer 

(Natriumcitrat) in 10 mM TRIS-Lösung oder PBS auf die Aktivität untersucht.  Erhofft wurde eine 

längere Stabilisierung der Enzyme. Das Umpuffern mit der CentriPure Säule (Abb. 22) hat eine stark 

inhibierende Wirkung auf die Aktivität. Bei Alip2-6hp sinkt die Aktivität auf 12 % mit PBS bzw. 7 % 
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mit TRIS. 6h-Best1p wird durch PBS vollständig inhibiert, während der Biokatalysator mit TRIS 

noch zu 21 % aktiv war. Die Aktivität von 6h-Best2p wird durch das Umpuffern auf PBS auf 12 % 

reduziert, während TRIS das Enzym vollständig inhibierte. 

Das Umpuffern führt demnach zu hohen Aktivitätsverlusten und sollte vermieden werden. 

 

Abbildung 22: Relative Enzymaktivität nach dem Umpuffern mit TRIS-Lösung oder PBS. Der pH-Wert lag bei 7,4 bzw. 7,9. Die 

jeweils höchste erhaltene Aktivität wurde auf 100 % gesetzt. Als Substrat wurde pNP-Butyrat verwendet. Alle Messungen wurden 

dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Einfluss der Puffermolarität 

Der Einfluss der Puffermolarität auf die Aktivität wurde von 5 bis 500 mM in Natriumcitratpuffer 

getestet. Alle drei Enzyme Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p wurden durch die Puffermolarität 

kaum beeinflusst. Die geringste Aktivität von 77 % wurde mit 6h-Best2p in 25 mM 

Natriumcitratpuffer festgestellt (Abb. 23 C). 
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Abbildung 23: Relative Enzymaktivität in Abhängigkeit der Puffermolarität. Als Substrat wurde pNP-Butyrat verwendet. Die Aktivität 

wurde in Natriumcitrat bei pH 6,5 und 30 °C untersucht. Die hellgrauen Balken zeigen die relativen Aktivitäten von Alip2-6hp, die 

blauen Balken von 6h-Best1p und die dunkelgrauen Balken von 6h-Best2p. Alle Messungen wurden dreifach durchgeführt. Daraus 

wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Substratspektrum und kinetische Untersuchung 

Als nächstes wurde anhand ausgewählter pNP-Ester die Spezifität von Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-

Best2p in Bezug auf die steigende Anzahl der C-Atome in den Acylketten untersucht. Die Aktivität 

mit dem Substrat pNP-Butyrat (4 C-Atome in der Ayclkette) wurde auf 100 % gesetzt. Die relativen 

Aktivitäten sind in Tab. 5 zusammengefasst. 

Alip2-6hp zeigte mit dem C6 Substrat pNP-Caproat die höchste relative Aktivität von 225,1 %. Mit 

dem C8 Substrat pNP Caprylat wurde im Vergleich zu pNP-Butyrat eine um 75 % höhere Aktivität 

gemessen. Die Substrate pNP-Acetat (C2), pNP-Caprat (C6) und pNP-Laurat (C8) lagen mit 69 - 

90 % etwas unter der Aktivität von pNP-Butyrat. Die Substrate pNP-Palmitat (C16) und pNP-Stearat 

(C18) wiesen mit 14 bzw. 12 % deutlich niedrigere Aktivitäten auf. Die Hydrolyse der pNP-Ester 

verlief mit 6h-Best1p und 6h-Best2p ähnlich. Beide Enzyme zeigten die höchste relative Aktivität 

mit dem Esterasesubstrat pNP-Acetat von 206 bzw. 143 %. Mit dem Substrat pNP-Caproat konnte 

für 6h-Best1p noch eine Aktivität von 14 % ermittelt werden. Alle weiteren pNP-Ester wurden nur 

noch mit Aktivitäten von unter 5 % hydrolysiert. 
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Tabelle 5: Substratspektrum unter Verwendung von 2 mM pNP-Estern verschiedener Acyl-Kettenlänge. Gezeigt ist die relative 

Aktivität von Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p. Dabei wurde die Aktivität für die Hydrolyse von pNP-Butyrat auf den Wert 100 

% gesetzte. Alle anderen Substrate beziehen sich darauf. 

Substrat 
Alip2-6hp 

(Aktivität [%]) 

6h-Best1p 

(Aktivität [%]) 

6h-Best2p 

(Aktivität [%]) 

pNP-Acetat (C2) 69,7 + 3,2 206,1 + 23,6 143,3 + 9,7 

pNP-Butyrat (C4) 100,0 + 7,8 100 + 3,3 100 + 12,8 

pNP-Caproat (C6) 225,1 + 7,2 14,0 + 0,5 4,4 + 1,1 

pNP-Caprylat (C8) 175,1 + 1,5 2,2 + 0,3 0,0 + 0,0 

pNP-Caprat (C10) 90,2 + 9,5 2,7 + 0,2 0,1 + 0,1 

pNP-Laurat (C12) 78,0 + 7,7 0,0 + 0,0 0,9 + 0,6 

pNP-Palmitat (C16) 14,6 + 1,8 0,0 + 0,0 0,0 + 0,0 

pNP-Stearat (C18) 12,8 + 1,5 1,3 + 4,7 0,0 + 0,0 

 

Im nächsten Schritt wurden die kinetischen Parameter für Alip2-6hp bestimmt. Dafür wurde die 

Hydrolyse der acht pNP-Ester im Bereich von 0,2 bis 5 mM zeitlich verfolgt. Die Ergebnisse sind in 

Tab. 6 zusammengefasst. Der höchste KM Wert wurde für pNP-Acetat mit 33,81 mM und der 

niedrigste für pNP-Caprat mit 1,82 mM ermittelt. Das bedeutet, dass die Affinität von Alip2-6hp für 

pNP-Caprat am höchsten ist und somit das bevorzugte Substrat darstellt. Die Zunahme in der 

Kettenlänge korreliert nicht mit KM. Die Wechselzahl kcat ist am höchsten für pNP-Acetat mit 

582,63 s-1 und nimmt bis auf 0,76 s-1 für pNP-Palmitat ab bzw. 0,86 s-1 für pNP-Stearat. Die Abnahme 

von kcat korreliert dementsprechend mit der Abnahme der Kettenlänge. Der Quotient aus kcat und KM 

bestimmt die katalytische Effizienz. Diese nimmt mit der Abnahme der Kettenlänge von pNP-Acetat 

(17.2 s-1 mM-1) bis pNP-Stearat (0.1 s-1 mM-1) ab. 

Tabelle 6: Bestimmung der kinetischen Parameter (KM [mM]; kcat [s-1]; kcat KM
-1 [mM-1s-1]) von Alip2-6hp für die Hydrolyse von 

verschiedenen pNP-Estern. 

Substrat 
KM 

[mM] 

kcat 

[s-1] 

kcat/KM
-1 

[mM-1s-1] 

pNP-Acetat 33,81 582,63 17,23 

pNP-Butyrat 8,90 90,20 10,13 

pNP-Caproat 20,28 73,54 3,63 

pNP-Caprylat 7,33 10,83 1,48 

pNP-Caprat 1,82 1,62 0,89 

pNP-Laurat 9,66 2,90 0,30 

pNP-Palmitat 5,00 0,76 0,15 

pNP-Stearat 6,37 0,86 0,14 
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Lipaseplattentest 

Zur Untersuchung der lipolytischen Aktivität der Enzyme wurden zwei unterschiedliche Plattentests 

verwendet.  

Im Tween 20 Plattentest zeigte sich die Hydrolyse von Tween 20 als Erscheinen einer 

Präzipitationszone aufgrund von unlöslichen Calciumsalzen (Calciummonolaurat) durch die 

freigesetzten Fettsäuren. Tween 20 (C12) wurde ausgewählt, da beim Aktivitätstest von Alip2-6hp mit 

pNP-Laurat eine deutlich höhere Aktivität gemessen wurde als z.B. mit pNP-Stearat (C18; entspricht 

der Kettenlänge von Tween 60). 

Jeweils 10 µL des gereinigten Enzyms von Alip2-6hp, 6h-Best1p, 6h-Best2p und des Stammes 

G1212 bzw. der käuflichen Lipasen CALB und der Lipase von C. rugosa wurden auf die Tween 20-

Platten getropft. In Abb. 24 sind die Ergebnisse dargestellt. 

 

Abbildung 24: Hydrolyse von Tween 20. Je 10 µL der gereinigten Enzyme 6h-Best1p (A), 6h-Best2p (B), Alip2-6hp (C) und G1212 

(E), bzw. der käuflichen Lipasen CALB (D) und der Lipase von C. rugosa (F) wurden auf die Tween 20 Agarplatte getropft. Die Platte 

wurde mit NaOH auf pH 7 eingestellt und für 24 h bei 37 °C inkubiert. G1212 dient dabei als Negativkontrolle und CALB und die 

Lipase von C. rugosa als Positivkontrolle. 

 

Nach 24 h Inkubation ist auf der Platte eine deutliche Präzipitationszone bei Alip2-6hp zu sehen. Bei 

den beiden Positivkontrollen haben sich ebenfalls deutliche Zonen gebildet. Die Negativkontrolle 

G1212, sowie die beiden Enzyme 6h-Best1p und 6h-Best2p zeigen keine Zonenbildung. 

Für den zweiten Lipaseplattentest wurden Olivenöl-Agarplatten vorbereitet. Dabei zeigt sich die 

Hydrolyse von Olivenöl als Erscheinen eines orangefarbenen Hofes aufgrund der Komplexbildung 
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mit dem zugesetzten Rhodaminfluoreszenzfarbstoff. Die meisten Fettsäuren in Olivenölen weisen 

Kettenlängen von 16-18 Kohlenstoffatomen auf, seltener treten auch 12-24 Kohlenstoffatome auf 186. 

Es wurden je 10 µL der Enzyme von Alip2-6hp, 6h-Best1p, 6h-Best2p und des Stammes G1212 bzw. 

der käuflichen Lipasen CALB und der Lipase von C. rugosa auf die Platten getropft. In Abb. 25 sind 

die Ergebnisse dargestellt. 

 

Abbildung 25: Hydrolyse von Olivenöl. Je 10 µL der Enzyme 6h-Best1p (A), 6h-Best2p (B), Alip2-6hp (C) und G1212 (E) bzw. ein 

Tropfen der käuflichen Lipasen CALB (D) und der Lipase von C. rugosa (F) wurden auf die Olivenöl Agarplatte getropft. Die Platte 

wurde mit NaOH auf pH 7 eingestellt und für 4 Tage bei 37 °C inkubiert. G1212 dient dabei als generelle Kontrolle und CALB und 

die Lipase von C. rugosa als Positivkontrolle. 

 

Nach 8 Stunden Inkubation ist bereits bei der Kontrolle C. rugosa eine orangefarbene Hofbildung zu 

erkennen. Diese intensiviert sich im Laufe der viertägigen Inkubation. Die putative Lipase Alip2-6hp 

zeigt nach einem Inkubationstag einen Hof, der auch im Laufe der Inkubation an Intensität zunimmt. 

Aufgrund unspezifischer Enzyme von G1212 ist ebenfalls nach 4 Tagen eine geringe Hofbildung zu 

erkennen. Die Positivkontrolle CALB zeigt einen Hof, der allerdings nicht fluoresziert. 6h-Best1p 

und 6h-Best2p zeigen keine Hofbildung. Durch die Verwendung von Substraten, die typischerweise 

von Lipasen hydrolysiert werden, konnte somit die lypolytische Aktivität von Alip2-6hp gezeigt 

werden. 

 

3.4. Kultivierung der Transformanten im Schüttelkolben und im Bioreaktor 

Untersuchung der Kultivierungsbedingungen im Schüttelkolben 

Durch die Wahl des Kultivierungsmediums lässt sich die Enzymproduktion stark beeinflussen. Dies 

kann im Schüttelkolben gut untersucht werden. Dafür wurden die B. raffinosifermentans Stämme 

G1212/YRC102-Alip2-6h, G1212/YRC102-6h-Best1, G1212/YRC102-6h-Best2 und der 

Kontrollstamm G1212/YRC102 in drei unterschiedlichen Medien angezogen. Es kamen zwei 

unterschiedliche Hefeminimalmedien (HMM) zum Einsatz. Beide Medien enthielten Glukose als C-

Quelle und während HMM-NO3 NaNO3 als N-Quelle enthielt, wurde der Stickstoffbedarf im HMM-
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NH4 durch NH4H2PO4 gedeckt. Das verwendete Komplex-Medium HVM enthielt Glukose als C-

Quelle und Pepton und Hefeextrakt dienten als N-Quelle. Alle Stämme wurden bei 30 °C und 

180 rpm für 168 h schüttelnd inkubiert und anschließend auf Biotrockenmasse (BTM), 

Enzymaktivität mit pNP-Butyrat als Substrat und Ausbeute an Enzymaktivität bezogen auf die BTM 

[Y(P/X)] im Rohextrakt im zeitlichen Verlauf untersucht. 

Bei der Anzucht im HVM erreichte der Kontrollstamm G1212/YRC102 eine maximale Aktivität von 

90 U L-1 und eine maximale Ausbeute von 5 U g-1 BTM nach 72 h (Abb. 26 J). Im Vergleich dazu 

erreichte der Überexpressionsstamm G1212/YRC102-Alip2-c6h eine 1,9-fach höhere Aktivität von 

170 U L-1 nach nur 48 h und eine 5,6-fach höhere maximale Ausbeute von 28 U g-1 BTM nach 10 h 

(Abb. 26 A). Der Stamm G1212/YRC102-6h-Best1 erreichte eine Aktivität von 123 U L-1 nach 48 h, 

was dem 1,5-fachen im Vergleich zur Kontrolle entspricht. Die maximale Ausbeute betrug 11 U g-1 

BTM nach 48 h und war somit um den Faktor 2,2 höher (Abb. 26 D). Besonders bemerkenswert sind 

die Ergebnisse mit dem Stamm G1212/YRC102-6h-Best2. Bei diesem konnte eine 28,5-fach höhere 

Aktivität von 2565 U L-1 nach 48 h und eine 79,2-fach höhere maximale Ausbeute von 396 U g-1 

BTM nach nur 10 h ermittelt werden (Abb. 26 G). 

Die Kultivierung in HMM-NO3 führte bei dem Kontrollstamm G1212/YRC102 zu einer maximalen 

Aktivität von 12 U L-1 nach 144 h und einer Ausbeute von weniger als  

2 U g-1 BTM während des gesamten Versuchszeitraums (Abb. 26 K). Der Überexpressionsstamm 

G1212/YRC102-Alip2-c6h hatte seine maximale Aktivität und Ausbeute nach 48 h mit 74 U L-1 bzw. 

14 U g-1 BTM, was dem 6,2-fachen an Aktivität, bzw. dem 7-fachen an Ausbeute entspricht (Abb. 26 

B). Der Stamm G1212/YRC102-6h-Best1 steigerte seine Aktivität nach 48 h schnell auf 15 U L-1 und 

erhöhte diese noch etwas auf 18 U L-1 nach 120 h. Die Ausbeute erreichte ebenfalls ihr Maximum 

nach 120 h mit 3 U g-1 BTM. Mit diesem Stamm konnte somit nur eine Steigerung um den Faktor 1,5 

in beiden Fällen erzielt werden (Abb. 26 E). Die höchste Aktivität und Ausbeute in diesem Medium 

konnte wieder mit dem Stamm G1212/YRC102-Best2-n6h gemessen werden. Dieser erreichte im 

Vergleich zum Ausgangsstamm eine 98,3-fach höhere Aktivität von 1179 U L-1 nach 72 h und eine 

181,5-fach höhere maximale Ausbeute von 363 U g-1 BTM nach 48 h (Abb. 26 H). 

Unter Verwendung des Minimalmediums HMM-NH4 konnten mit G1212/YRC102 ähnlich 

Ergebnisse wie in HMM-NO3 ermittelt werden. Hier betrug die maximale Aktivität 17 U L-1 nach 

144 h und die Ausbeute ebenfalls weniger als 2 U g-1 BTM während des gesamten Versuchszeitraums 

(Abb. 26 L). Der Stamm G1212/YRC102-Alip2-c6h erzielte in diesem Minimalmedium ebenfalls 

ähnliche Resultate. Seine maximale Aktivität betrug nach 24 h Inkubation 76 U L-1 und seine 
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Ausbeute nach 10 h 22 U g-1 BTM, was dem 4,5-fachen an Aktivität bzw. dem 11-fachen an Ausbeute 

entspricht (Abb. 26 C). Bei dem Stamm G1212/YRC102-6h-Best1 lagen die Messwerte niedriger als 

bei der Kontrolle G1212/YRC102. Es konnte lediglich eine maximale Aktivität von 11 U L-1 nach 

120 h gemessen werden (Faktor 0,6). Die maximale Ausbeute betrug ebenfalls weniger als 2 U g-1 

BTM während des Versuchszeitraums (Abb. 26 F). Mit dem Stamm G1212/YRC102-Best2-n6h 

konnte wieder die höchste Aktivität gemessen werden. Diese betrug nach 48 h 1177 U L-1, 

wohingegen die Ausbeute zum selben Zeitpunkt 196 U g-1 BTM betrug. Dies entspricht einer 

Steigerung um den Faktor 69,2 bzw. 98 (Abb. 26 I). 

Es lässt sich zusammenfassen, dass alle Stämme ihre höchsten Aktivitäten und Ausbeuten mit dem 

Vollmedium HVM erzielen. G1212/YRC102-Best1-n6h weist nur gering höhere Aktivitäten im 

HVM und im HMM-NO3 im Vergleich zur Kontrolle auf. Mit HMM-NH4 als Medium ist sogar keine 

Verbesserung zu erkennen. Der Stamm G1212/YRC102-Alip2-c6h weist hingegen deutlich 

erkennbare Steigerungen an Aktivität und Ausbeute im Verglich zu G1212/YRC102 auf. Besonders 

bemerkenswert sind die Peaks nach 10 h Kultivierung in HVM und HMM-NH4 in Bezug auf die 

Ausbeute. Mit deutlichem Abstand zur Kontrolle und den beiden Überexpressionsstämmen weist der 

Stamm G1212/YRC102-Best2-n6h in allen Medien die höchste Aktivität und Ausbeute auf. 
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Abbildung 26: Untersuchung der Kultivierungsbedingungen im Schüttelkolben. Gezeigt werden der Stamm G1212/YRC102-Alip2-6h 

in HVM (A), YMM-Glukose-NaNO3 (B) und YMM-Glukose- NH4H2PO4 (C), der Stamm G1212/YRC102-6h-Best1 in HVM (D), 

YMM-Glukose-NaNO3 (E) und YMM-Glukose- NH4H2PO4 (F), der Stamm G1212/YRC102-6h-Best2 in HVM (G), YMM-Glukose-

NaNO3 (H) und YMM-Glukose-NH4H2PO4 (I) und der Kontrollstamm G1212/YRC102 in HVM (J), YMM-Glukose-NaNO3 (K) und 

YMM-Glukose- NH4H2PO4 (L). Die B. raffinosifermentans-Stämme wurden bei 30 °C für 168 h kultiviert und zu den angegebenen 

Zeitpunkten wurden 2 mL Aliquots der Kultur zur Bestimmung der Biotrockenmasse (■---) und der intrazellulären Enzymaktivität    

(♦---) unter Verwendung von pNP-Butyrat als Substrat entnommen. Die Ausbeute Y(P/X) (●⸺) wurde daraus errechnet. Alle 

Messungen wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Untersuchung der Kultivierungsbedingungen im Bioreaktor 

Der Einsatz von Enzymen in der Industrie erfordert die Verfügbarkeit großer Mengen des Enzyms. 

Daher wurde zur Steigerung der Enzymproduktion die Kultivierung im 5 L Bioreaktor untersucht. 

Diese ermöglicht einen hohen Automatisierungsgrad. Zusätzlich wird auch die Raum-Zeit-Ausbeute 
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im Vergleich zum Batch-Verfahren mit Schüttelkolben durch eine effiziente pH-Kontrolle und die 

Möglichkeit des Zufütterns gesteigert. Die verwendete Fed-Batch Strategie führte nach einer initialen 

Wachstumsphase frisches Nährmedium zum 3 L YPD Ansatz hinzu. Dieses enthielt im ersten Feed 

Glukose als C-Quelle und im zweiten Feed NH4H2PO4 als N-Quelle. Das Hefewachstum lässt sich 

indirekt über die Rührdrehzahl messen, da diese den Sauerstoffbedarf der Hefezellen anzeigt. Bei 

einem Unterschreiten der Drehzahl von 800 rpm wurden die Feeds in einem konstanten C:N 

Verhältnis zugeführt. Dies führte zu einem Anstieg der Drehzahl auf das Maximum von 1.500 rpm, 

um mit der eingestellten pO2-Regelung einen Sauerstoffpartialdruck halten zu können. Nachdem die 

Hefezellen die Glukose verstoffwechselt hatten, sank die Drehzahl wieder ab. Die 

B. raffinosifermentans Stämme G1212/YRC102-Alip2-c6h, G1212/YRC102-Best2-n6h und der 

Kontrollstamm G1212/YRC102 wurden nach dieser Strategie bis zu 160 h kultiviert. Wie bei der 

Kultivierung im Schüttelkolben wurden anschließend die Parameter Biotrockenmasse (BTM), 

Enzymaktivität mit pNP-Butyrat als Substrat und Ausbeute an Enzymaktivität bezogen auf die BTM 

[Y(P/X)] im Rohextrakt im zeitlichen Verlauf untersucht. Zusätzlich wurde noch die 

Glukosekonzentration gemessen, um den Glukoseverbrauch nachvollziehen zu können. 

In Bezug auf den Glukoseverbrauch verhielten sich alle Stämme sehr ähnlich. Nach 40 h war die 

Glukose fast vollständig aufgebraucht. Während der Kultivierung erreichte der Kontrollstamm 

G1212/YRC102 eine maximale Aktivität von 733 U L-1 und eine maximale Ausbeute von 13 U g-1 

BTM nach 160 h (Abb. 27 C). Der Überexpressionsstamm G1212/YRC102-Alip2-c6h erhöhte seine 

Biomasse kontinuierlich von 0,5 auf 67 g L-1 BTM nach 63,5 h und hielt diese dann konstant. Die 

Ausbeute war mit 95 U g-1 BTM nach 5,4 h am höchsten. Dieser Peak am Beginn der Kultivierung 

konnte bereits bei der Kultivierung im Schüttelkolben beobachtet werden. Die Enzymaktivität 

fluktuierte zwischen 564 und 674 U L-1 nach 22 bis 150 h (Abb. 27 A). Die höchsten Werte wurden 

wieder mit dem Stamm G1212/YRC102-Best2-n6h erzielt. Für diesen konnte eine 3-fach höhere 

Aktivität von 2239 U L-1 nach 30 h und eine 6-fach höhere maximale Ausbeute von 77 U g-1 BTM 

nach nur 17 h ermittelt werden (Abb. 27 B). Es wurden somit vergleichbare Aktivitäten und 

Ausbeuten im Schüttelkolben und Bioreaktor erhalten. Dies entspricht allerdings keiner Steigerung 

im Vergleich zu den erzielten Werten im Schüttelkolben und auch der Steigerungsfaktor im Vergleich 

zum Kontrollstamm ist deutlich niedriger.  

Der durchschnittliche Biomasseertragskoeffizient betrug für G1212/YRC102 4,6 gBTM gGlukose
-1, für 

G1212/YRC102-Alip2-c6h 3,5 gBTM gGlukose
-1 und für G1212/ YRC102-Best2-n6h 4,5 gBTM gGlukose

-1. 

Der durchschnittliche Enzymertragskoeffizient betrug für G1212/YRC102 40 U gGlukose
-1, für 
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G1212/YRC102-Alip2-c6h 34 U gGlukose
-1 und für G1212/YRC102-6h-Best2 88 U gGlukose

-1. Der 

Enzymertragskoeffizient konnte für G1212/YRC-6h-Best2 somit sogar verdoppelt werden. Durch 

mehr Biomasse kann mehr Enzym in einem relativ kleinen Volumen hergestellt werden. 

 

Abbildung 27: Fed-Batch-Fermentation von B. raffinosifermentans G1212/YRC102-Alip2-6h (A), G1212/YRC102-6h-Best2 (B) und 

G1212/YRC102 (C). Zeitlicher Verlauf von Biotrockenmasse (■---), Ausbeute Y(P/X) (●⸺), Glukosekonzentration (▲⸳⸳⸳) und 

Enzymaktivität (♦---) durchgeführt wie beim Enzymtest mit 10 µL der Fermenterprobe und pNP-Butyrat als Substrat. Alle Messungen 

wurden dreifach durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Anschließend wurden die Kulturüberstände per SDS-PAGE und Western-Blot mit Anti-His-tag 

Antikörpern analysiert. Zu allen Zeitpunkten wurde Enzymextrakt aus derselben Menge 

Kulturvolumen eingesetzt. In dem Coomassie gefärbten SDS Polyacrylamidgel verändern sich die 

Intensitäten der Banden von G1212/YRC102-Alip2-6h ab 5 h im Zeitverlauf nicht mehr. Die 

intensivste Bande wird im Western Blot nach 5 h erhalten. Das entspricht der erwarteten molekularen 

Masse des Enzyms von 39,2 kDa. Dies bedeutet, dass die Konzentration von Alip2-6hp zu diesem 

Zeitpunkt besonders hoch ist. Es wird vermutet, dass die Synthese des Enzyms nach dem Feeding-

Start zulasten der Produktion weiterer Proteine inhibiert wird (Abb. 28 A). Die Banden von 

G1212/YRC102-6h-Best2 akkumulieren im SDS Polyacrylamidgel am stärksten zwischen den 

Zeitpunkten 17 bis 30 h. Anschließend nimmt die Intensität aller Banden wieder ab. 
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Abbildung 28: Coomassie-gefärbtes Polyacrylamid-Gel (oben) und immungefärbter Western Blot (unten). Von den Proben mit 

G1212/YRC102-Alip2-6h (A), G1212/YRC102-6h-Best2 (B) und G1212/YRC102 (C) wurden jeweils 15 µL Rohextrakt aufgetragen. 

Der Rohextrakt wurde aus jeweils 2 mL Kulturvolumen hergestellt. Die Proben von G1212/YRC102-6h-Best2 wurden vor dem 

Auftragen 1:1 verdünnt. 

 

Im Western Blot ist die intensivste Bande nach 17 h zu verzeichnen, was der erwarteten Bande von 

6h-Best2p bei 37 kDa entspricht. Wie bei Alip2-6hp ist die Konzentration von 6h-Best2p im 

Rohextrakt zu diesem Zeitpunkt am höchsten, weswegen die Bande dort am stärksten ausgeprägt ist 
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(Abb. 28 B). Bei der Kontrolle G1212/YRC102 sind alle Proteinbanden im SDS Polyacrylamidgel 

am stärksten zwischen den Zeitpunkten 12 bis 40 h zu erkennen und nehmen anschließend wieder 

etwas ab (Abb. 28 C). 

 

3.5. Hydrolyse von Diestern zur Herstellung von Monoestern mit  

Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p 

In einem nächsten Schritt sollte überprüft werden, ob die favorisierten Enzyme tatsächlich die 

gewünschte Aktivität zur Herstellung von Monoestern symmetrischer Dicarbonsäuren aufweisen. 

Dafür wurden als erstes die Rohextrakte der Überexpressionsstämme G1212/YRC102-Alip2-6h, 

G1212/YRC102-6h-Best1, G1212/YRC102-6h-Best2 und des Kontrollstammes G1212/YRC102 auf 

ihre Fähigkeit zur Hydrolyse des symmetrischen Diesters DEA im Zeitverlauf über 360 min getestet. 

Um das Substrat den Enzymen gut zugänglich zu machen, wurden die Reaktionsansätze bei 35 °C 

drehend im Hybridisierungsofen inkubiert und die Entstehung der Produkte mittels GC-FID verfolgt. 

Von den eingesetzten 50 mM Substrat wurden von Alip2-6hp aus dem 1:6 verdünnten Rohextrakt 

46 % MEA in 30 min synthetisiert. Dieses Messergebnis blieb während der gesamten Messung (120 

min) relativ stabil. Die Disäure Adipinsäure wurde mit weniger als 2,2 % am Ende der Messung 

nachgewiesen (Abb. 29 A). Die Hydrolyse von DEA zu dem Monoester MEA verlief im Gegensatz 

dazu deutlich anders. Während des Versuchszeitraums der DEA Hydrolyse mit den Rohextrakten aus 

den Stämmen G1212/YRC102-6h-Best1 und G1212/YRC102-6h-Best2 stieg der Gehalt des 

Monoesters MEA kontinuierlich an. Nach 360 min waren nur noch 7 % (G1212/ YRC102-6h-Best1), 

12% (G1212/YRC102-6h-Best2) bzw. 38 % (G1212/ YRC102) des Substrats DEA vorhanden. Bis 

zu diesem Zeitpunkt wurden durch 6h-Best1p 88 % MEA und 5 % AS, und durch 6h-Best2p 80 % 

MEA und 8 % AS erhalten. Nach 30 min wurde ein Gehalt von 14 bzw. 15 % MEA bestimmt (Abb. 

29 B & C). Es zeigte sich, dass mit dem Rohextrakt des Kontrollstamms G1212/YRC102 ebenfalls 

MEA synthetisiert werden konnte. Diese Reaktion verlief allerdings nur halb so schnell im Vergleich 

zu 6h-Best1p und 6h-Best2p bzw. 5x langsamer verglichen mit Alip2-6hp (9 % MEA nach 30 min). 

Nach 360 min Inkubation wurden durch den Rohextrakt des Kontrollstamms nur 57 % MEA und 5 % 

AS gemessen (Abb. 29 D). Im Vergleich zu Alip2-6hp lag unter der Verwendung der sechsfachen 

Enzymkonzentration des Rohextraktes der Kontrolle nach 120 min nur halb so viel MEA vor (21 % 

im Vergleich zu 51 %). D.h. unter Einsatz gleicher Proteinkonzentration würde nur ein 1/12 des MEA 

synthetisiert werden. Die Produktion des Monoesters MEA in der Kontrolle kann mit dem 
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Vorhandensein verschiedener Lipasen, Carboxylesterasen oder generell Enzymen aus der 

Esterasefamilie im Wildtyp erklärt werden, die ebenfalls die Hydrolyse von DEA katalysieren. 

 

Abbildung 29: Hydrolyse des Diesters DEA durch Rohextrakte der Überexpressionsstämme G1212/YRC102-Alip2-6h (A), 

G1212/YRC102-6h-Best1 (B), G1212/YRC102-6h-Best2 (C) und des Kontrollstamms G1212/YRC102 (D). Die Produktion des 

Monoesters MEA (■---) aus 50 mM des Diesters DEA (♦⸺) mit dem Nebenprodukt AS (▲⸳⸳⸳) wurde mittels GC-FID nachgewiesen. 

G1212/YRC102-Alip2-6h wurde vor der Verwendung 1:6 verdünnt. Alle Messungen wurden doppelt durchgeführt. Daraus wurden 

die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Da der Rohextrakt eine Vielzahl von Proteinen enthält, die die Hydrolyse des Substrates DEA 

beeinflussen, wurde in einem nächsten Schritt mit den affinitätsgereinigten rekombinanten Enzymen 

ein quantitativer Assay mit den Substraten DEA, DMCH, DETS und DDMAE durchgeführt (vergl. 

Abschnitt 3.2). Als Positivkontrolle wurde die Lipase von C. rugosa mitgeführt. 

Bei Verwendung von DEA als Substrat konnte mit den gereinigten Enzymen von Alip2-6hp und 6h-

Best2p eine hohe Absorptionsänderung von ca. 0,5 erzielt werden, was vergleichbar mit der Lipase 

aus C. rugosa als Positivkontrolle war (∆A405 nm = 0,58). Es wurde fast keine Hydrolyse des Substrats 

durch 6h-Best1p beobachtet (Abb. 30 A). 
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Die Hydrolyse von DMCH wird ebenfalls durch die Alip2-6hp katalysiert. Die Absorptionsänderung 

von ca. 0,33 entspricht etwa einem doppelt so hohen Wert wie die Wasserkontrolle mit 0,15. Für die 

anderen Enzyme wurde keine nennenswerte Hydrolyse des Substrates beobachtet (Abb. 30 B). 

Bei den Messungen mit DETS konnte für kein Enzym ein deutlich höherer Wert im Vergleich zur 

Wasserkontrolle gemessen werden (Abb. 30 C). Die Enzyme konnten das Substrat also unter den 

gegebenen Bedingungen nicht hydrolysieren. 

Mit DDMAE als Substrat lagen die Enzyme Alip2-6hp, 6h-Best2p und die Lipase aus C. rugosa mit 

∆ A405 nm zwischen 0,11 und 0,26 ungefähr auf dem Niveau der Wasserkontrolle mit 0,19. Lediglich 

6h-Best1p erzielte mit ∆A405 nm von 0,58 einen deutlich höheren Wert (Abb. 30 D). 

Anhand dieses Versuchsaufbaus zeigte sich Alip2-6hp als potenziell geeignet für die Hydrolyse von 

DEA und DMCH. 6h-Best1p könnte sich als geeignet für die Hydrolyse von DDMAE herausstellen 

und 6h-Best2p wies eine stärkere Hydrolyse-Fähigkeit von DEA im Vergleich zum Kontrollstamm 

auf. 

Die Hydrolyse von 50 mM der Substrate DEA, DMCH und DDMAE mit gereinigtem Enzym wurde 

ebenfalls mittels GC-FID Messungen untersucht. Bei der Hydrolyse von DEA können das 

gewünschte Produkt, der Monoester Adipinsäuremonoethylester (MEA), und das Nebenprodukt, die 

Säure Adipinsäure (AS), entstehen. Die Hydrolyse von DMCH liefert den Monoester Monomethyl-

1,4-Cyclohexandisäureester (MMCH) und die Säure 1,4-Cyclohexandisäure (CH). Die Hydrolyse 

von DDMAE liefert den Monoester Decandiolmonomethacrylsäureester (V12) und den Alkohol 

Decandiol (DD). Während der Inkubation bei 35 °C wurden Proben nach 2 und 24 h für die 

Messungen entnommen. 

Das gereinigte Enzym Alip2-6hp katalysierte innerhalb von nur 2 h die Hydrolyse von 58 % DEA 

zum Monoester MEA. Nach 24 h wurde das Substrat fast vollständig hydrolysiert. Es lagen 83 % 

MEA und 16 % AS vor (Abb. 31 A). Mit dem Enzym 6h-Best1p ließ sich ebenfalls die Hydrolyse 

von DEA beobachten. Nach 2 h wurden zwar erst 2 % umgesetzt, aber nach 24 h konnte 47 % MEA 

und keine AS nachgewiesen werden (Abb. 31 B). Durch 6h-Best2p konnten auch nach 24 h nur 3 % 

MEA gemessen werden (Abb. 31 C). 
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Abbildung 30: Quantitativer Assay zur Bestimmung der Diesterhydrolyse verschiedener Diester mit gereinigten Enzymen. Die 

Reaktion wurde bei pH 7,2 mit p-Nitrophenolat als Indikator durchgeführt und bei 405 nm gemessen. Die Höhe der Balken repräsentiert 

die Differenz der Hydrolyse nach 0 h und nach 24 h nach Abzug des Ansatzes ohne Substrat. Die Inkubation erfolgte bei 37 °C. Die 

Messungen wurden entweder mit DEA (A), DMCH (B), DETS (C) oder DDMAE (D) als Substrat durchgeführt. Die angegebenen 

Werte entsprechen dem Mittelwert von drei Replikaten.  

 

Mit DMCH als Substrat und Alip2-6hp als Enzym konnten bereits nach 2 bis 24 h Inkubation ca. 57-

65 % des Monoesters MMCH nachgewiesen werden. CH war in den Reaktionsansätzen nicht 

vorhanden (Abb. 31 D). Mit den Enzymen 6h-Best1p und 6h-Best2p ließen sich während der 

gesamten Inkubationsdauer nur maximal 3 % MMCH nachweisen (Abb. 31 E & F). Mit den beiden 

Enzymen hat also keine Hydrolyse stattgefunden, was somit zeigt, dass DMCH kein geeignetes 

Substrat für 6h-Best1p und 6h-Best2p ist 

Das Substrat DDMAE konnte von keinem der drei Enzyme hydrolysiert werden. Alle Enzyme zeigten 

nach 24 h Inkubation einen Gehalt von 3 % V12. Vom Nebenprodukt DD wurde bei allen drei 

Enzymen sogar die doppelte Menge von 6 % gemessen (Abb. 31 G, H & I). 
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Insgesamt konnten durch diese Versuche die selektive Hydrolyse von DEA bzw. DMCH zu MEA 

bzw. MMCH durch Alip2-6hp bestätigt werden. MEA kann auch durch 6h-Best1p aus DEA 

synthetisiert werden, während 6h-Best2p keines der getesteten Substrate hydrolysierte. DDMAE 

wurde nur marginal durch die getesteten Enzyme hydrolysiert. 

 

 

Abbildung 31: Zeitlicher Verlauf der Hydrolyse verschiedener Diester mit gereinigtem Enzym. Die Hydrolyse von DEA durch Alip2-

6hp (A), 6h-Best1p (B) und 6h-Best2p (C), von DMCH durch Alip2-6hp (D), 6h-Best1p (E) und 6h-Best2p (F) und von DDMAE 

durch Alip2-6hp (G), 6h-Best1p (H) und 6h-Best2p (I) wurde über 24 h mittels GC-FID untersucht. Gezeigt ist jeweils die Hydrolyse 

von 50 mM des Diesters (♦⸺) zu dem Monoester (■---) und der korrespondierenden Säure (▲⸳⸳⸳). Alle Messungen wurden doppelt 

durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 
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Die Hydrolyse von DEA durch Alip2-6hp lieferte bisher die höchste Konzentration des Monoesters 

MEA. Zur Testung der Spezifität des gereinigten Enzyms wurden 50 mM DEA oder MEA bei 

Raumtemperatur inkubiert und die Reaktionsansätze im Zeitverlauf analysiert. Mit DEA als Substrat 

wurden innerhalb von nur 30 min 96 % MEA synthetisiert, während nur 1,6 % AS gebildet wurde 

(Abb. 32 A). 

Bei der Verwendung von MEA als Substrat wurden lediglich 3,1 % AS in 30 min hydrolysiert. Auch 

nach einer 12x längeren Inkubationsdauer von 360 min waren noch 82,7 % MEA und nur 17,2 % AS 

nachweisbar (Abb. 32 B). Demzufolge ist die Hydrolyse von DEA zu MEA deutlich schneller als die 

MEA-Hydrolyse, was an einer erhöhten Reaktionsgeschwindigkeit oder höheren Affinität des 

Enzyms zu DEA liegt. Bei einer entsprechenden Anpassung der Reaktionszeit kann MEA somit 

spezifisch synthetisiert werden. 

 

Abbildung 32: Monoester- und Diesterhydrolyse durch Alip2-6hp. Hydrolyse von DEA (A) und MEA (B) durch das gereinigte Enzym 

Alip2-6hp bei Raumtemperatur. DEA (Rauten), MEA (Quadrate) und AA (Dreiecke). Gezeigt sind der Diesters DEA (♦⸺), der 

Monoester MEA (■---) und die korrespondierende Adipinsäure AS (▲⸳⸳⸳). Alle Messungen wurden doppelt durchgeführt. Daraus 

wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Zusätzlich zum Dicarbonsäureester DEA wurden weitere Dicarbonsäureester und Dioldiester durch 

das Enzym Alip2-6hp hydrolysiert. Dafür wurde das Enzym Alip2-6hp mit den Diestern DEM, DES, 

DMA, DEA, DlpA, DMSub, DMSeb, DESeb, DAB, DAH und DAD (Abk. siehe Tab. 7) bei 

Raumtemperatur für eine Stunde inkubiert. Die Dicarbonsäureester DEM, DES, DMA und DMSub 

mit bis zu 8 C-Atomen in der Hauptkette und 2 C-Atomen in der Seitenkette wurden vollständig zu 

Monoestern hydrolysiert. Eine Ausnahme ist DEA: hier wurden nur 88 % MEA synthetisiert. Eine 

weitere Verlängerung der Haupt- oder Seitenketten senkte die Ausbeute des hydrolysierten Diesters 



Kapitel 3 

85 

 

auf unter 19 %. Bei umgekehrter Anordnung von Carbonsäure- und Hydroxylgruppen wie bei den 

Dioldiestern DAB und DAH sanken die Monoesterausbeuten von 100 % auf 87 % bzw. von 88 % 

auf 25 %. DAD wird nicht hydrolysiert (Tab. 7). 

Neben DEA werden auch weitere Diester durch das Enzym Alip2-6hp selektiv hydrolysiert. Die 

Monoester DEM, DES, DMA und DMSub konnten sogar mit noch höheren Ausbeuten von >99,9% 

synthetisiert werden. 

 

Tabelle 7: Hydrolyse weiterer Diester zu Monoestern. Die Hydrolyse verschiedener Dicarbonsäureester und Dioldiester (DEM, DES, 

DMA, DEA, DIPA, DMSub, DMSeb, DESeb, DAB, DAH und DAD) zu ihren korrespondierenden Monoestern wurde mittels des 

Enzyms Alip2-6hp katalysiert. Der Reaktionsansatz wurde für 1 h bei Raumtemperatur in 100 mM Natriumphosphatpuffer bei pH 7,5 

inkubiert. 

  

Diester 
C-Atome 

Hauptkette 
C-Atome 

Seitenkette 
Erhaltener 

Monoester [%] 
Erhaltener 

Diester [%] 

D
ic

a
rb

o
n

sä
u

re
e
st

er
 

Diethylmalonat (DEM) 3 2 100 (± 1,6) 0 

Diethylsuccinat (DES) 4 2 100 (± 0,0) 0 

Dimethyladipat (DMA) 6 1 100 (± 0,0) 0 

Diethyladipate (DEA) 6 2 88 (± 20,2) 0 

Diisopropyladipat (DIpA) 6 3 17 (± 1,1) 0 

Dimethylsubmat (DMSub) 8 1 100 (± 0,0) 0 

Dimethylsebacat (DMSeb) 10 1 19 (± 7,5) 0 

Diethylsebacat (DESeb) 10 2 2 (± 0,5) 0 

D
io

ld
ie

st
e
r
 

1,4-Diacetoxybutan (DAB) 4 2 87 (± 0,9) 0 

1,6-Diacetoxyhexan (DAH) 6 2 25 (± 3,6) 0 

1,10-Diacetoxydecan (DAD) 10 2 0 (± 0,0) 0 

 

Diester mit hohen Monoester-Nachweisen wurden zusätzlich über einen kürzeren Zeitraum von 5 min 

mit dem Enzym Alip25p inkubiert, um die Reaktionsgeschwindigkeit abschätzen zu können. Die 

relative Aktivität wurde dabei auf DEA normiert. Hier zeigte sich, dass die Diester DEM (132 %), 

DES (156 %), DEA (100 %) und DMSub (114 %) innerhalb von 5 min etwas schneller als DEA 

hydrolysiert werden. Die Hydrolyse der Substrate DlpA und DMSeb fand deutlich langsamer statt 

(9 % und 6 %). Die Substrate DMA, DAB und DAH wurden in diesem Zeitraum nicht hydrolysiert 

(Abb. 33). 
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Abbildung 33: Ermittlung der relativen Aktivität mittels Hydrolyse verschiedener Dicarbonsäureester und Dioldiester (DEM, DES, 

DMA, DEA, DIPA, DMSub, DMSeb, DAB und DAH) zu ihren korrespondierenden Monoestern durch das Enzyms Alip2-6hp. Der 

Reaktionsansatz wurde für 5 min bei Raumtemperatur in 100 mM Natriumphosphatpuffer bei pH 7,5 inkubiert. Alle Messungen 

wurden doppelt durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

3.7. Monoestersynthese mit verschiedenen Enzympräparaten 

Um aus Dicarbonsäure-Diestern Dicarbonsäure-Monoester bzw. aus Diol-Diestern Diol-Monoester 

zu synthetisieren, wurden fünf unterschiedliche Enzymformulierungen untersucht und auf ihre 

Fähigkeit zur Diesterhydrolyse getestet. Mit den Enzymformulierungen besteht die Möglichkeit, die 

Enzyme für industrielle Anwendungen wiederholt einzusetzen. Dabei kam die unter 2.3.16 

beschriebene Rührzelle zum Einsatz, die es ermöglicht, die Reaktionslösung vom Enzympräparat zu 

trennen, wodurch diese für weitere Synthesen zur Verfügung stehen. Zum Einsatz kam (1) 

Rohextrakt, (2) freies, gereinigtes Enzym, (3) immobilisiertes, gereinigtes Enzym (Beads) und als 

Ganzzellkatalysatoren entweder (4) permeabilisierte (Triton-) Zellen oder (5) permeabilisierte, 

immobilisierte (Triton-) Zellen (LentiKats). 

Da es sich bei den Proteinen Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p um intrazellulär lokalisierte 

rekombinante Enzyme handelt, besteht die Möglichkeit der Nutzung von permeabilisierten Zellen als 

Ganzzellbiokatalysatoren. Die Zellen werden mittels Triton X-100 permeabilisiert, damit das Substrat 

in die Zellen diffundieren kann, wo es durch die rekombinante Esterase hydrolysiert wird. 

Anschließend diffundiert das resultierende Produkt aus der Zelle. 
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Im Enzym-Assay konnte eine Verringerung der Absorption im Zeitverlauf durch alle drei 

Überexpressionsstämme sowie G1212/YRC102 und die Lipase von C. rugosa als Kontrolle 

beobachtet werden, was bedeutet, dass die Substrate hydrolysiert werden.  

Es konnte keine Absorptionsänderung der H2O-Kontrolle unter Verwendung von DEA als Substrat 

beobachtet werden. Die Änderungen der Absorption der Triton-Zellen von G1212/YRC102-6h-

Best1, G1212/YRC102-6h-Best2 und G1212/YRC102 verliefen ähnlich. Nach 4 h lag die ΔA450nm 

zwischen -0,31 und -0,22 und sank nach 24 h auf ca. -0,35 ab. Mit der Lipase von C. rugosa wurde 

nach 24 h ein Wert von ΔA405nm=-0,51 erreicht. Auffällig ist der Kurvenverlauf der Triton-Zellen von 

G1212/YRC102-Alip2-6h. Dort wurde bereits nach 1 h eine Absorption von -0,46 erreicht, die nach 

4 h auf -0,67 weiter abfiel und dann konstant niedrig blieb (Abb. 34 A). 

Die Hydrolyse von DMCH durch Triton-Zellen von G1212/YRC102-6h-Best1 und G1212/YRC102-

6h-Best2 verliefen identisch und erreichten eine A450nm von -0,16 nach 24 h. Die Triton-Zellen von 

G1212/YRC102 zeigten eine noch stärkere Abnahme der Absorption von -0,37 nach 24 h. Wiederum 

deutlich davon unterschied sich die Absorption von G1212/YRC102-Alip2-6h nach 24 h. Die Triton-

Zellen erreichten hierbei einen Wert von -0,86 (Abb. 34 B). 

Mit DETS als Substrat verliefen die Kurven der H2O Kontrolle und der Lipase von C. rugosa wieder 

ähnlich und ungefähr bei einer Absorption von A450nm=0. Den höchsten negativen Wert erzielte der 

Stamm G1212/YRC102 mit einer Absorption von A450nm=-0,58 nach 24 h. Die Triton-Zellen der 

Überexpressionsstämme von G1212/ YRC102-Alip2-6h, G1212/YRC102-6h-Best1 und 

G1212/YRC102-6h-Best2 lagen mit ihren Absorptionswerten dazwischen (Abb. 34 C). 
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Abbildung 34: Quantitativer Assay zur Bestimmung der Diesterhydrolyse verschiedener Diester mit Triton-Zellen. Die Reaktion wurde 

bei pH 7,2 mit p-Nitrophenolat als Indikator durchgeführt und bei 405 nm gemessen. ∆OD405 nm wurde durch die Subtraktion des 

Ansatzes ohne Substrat ermittelt. Die Inkubation erfolgte bei 37 °C. Die Messungen wurden entweder mit DEA (A) als Substrat, mit 

DMCH (B) als Substrat, mit DETS (C) als Substrat oder mit DDMAE (D) als Substrat durchgeführt. Verwendet wurden die Triton-

Zellen von Alip2-6hp (◊⸺), 6h-Best1p (□---) und 6h-Best2p (∆⸳⸳⸳) und G1212/YRC102 (●---) und als Kontrollen Proben mit der Lipase 

von C. rugosa (+⸳-⸳) und H2O (*⸳-⸳). Das Delta entspricht dem Mittelwert von 2 Replikaten. Daraus wurden die Fehlerbalken als 

Standardabweichung ermittelt. 

 

Durch den Assay konnte die Hydrolyse von DEA und DMCH durch Alip2-6h-Tritonzellen 

nachgewiesen werden. Zusätzlich wurde die Hydrolyse von 50 mM DEA zeitlich 

gaschromatographisch verfolgt. Als Kontrolle wurde die Reaktion mit Triton-Zellen des Stammes 

G1212/YRC102 mitgeführt. Es wurden maximal 85 % MEA nach 24 h durch G1212/YRC102-Alip2-

c6h-Tritonzellen erhalten. Diese MEA-Konzentration blieb auch über die folgenden 12 h konstant. 

Gleichzeitig wurde nach 24 h ein Gehalt von 10 % AS gemessen, der sich nach 36 h auf 15 % erhöhte. 

Mit den Triton-Zellen von G1212/YRC102 lag der Monoestergehalt nach 24 h bei 33 %, also ca. 

50 % niedriger, steigerte sich aber nach 36 h auf 57 %. AS lag zu 5 bzw. 8 % vor (Abb. 35). 
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Abbildung 35: Hydrolyse von DEA mit Triton-Zellen von Alip2-6hp im Zeitverlauf über 36 h. Die Bestimmung des Gehalts an MEA 

(Raute) und AS (Kreis) durch Alip2-6hp (blaue Kurve) und G1212/YRC102 (schwarze Kurve) erfolgte via GC-FID. Alle Messungen 

wurden doppelt durchgeführt. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Neben der Verwendung von Triton-Zellen, Rohextrakt und gereinigtem rekombinanten Enzym 

besteht auch die Möglichkeit zur Herstellung von immobilisierten Triton-Zellen und immobilisiertem 

gereinigtem Enzym. Dies dient der effizienteren Nutzung und Wiederverwendung der 

Biokatalysatoren. Die Immobilisierung von Biokatalysatoren ist eine Technik zur Verbesserung von 

Ganzzell- und Enzymanwendungen und beruht auf der Fixierung von Biokatalysatoren in oder auf 

verschiedenen Materialien unter Erhöhung der Robustheit der Biokatalysatoren, der 

Wiederverwendbarkeit und Ausbeute.  

Die hier verwendete Möglichkeit zur Immobilisierung von Triton behandelten Ganzzellkatalysatoren 

erfolgt mittels LentiKats®, bei der die Zellen in synthetische Polyvinylalkohole in Linsenform 

eingeschlossen wurden. Zur Immobilisierung von gereinigtem freiem Enzym wurde Lifetech 

ECR1030M verwendet. Lifetech ECR Harze sind robuste Enzymcarrier, die für die Forschung und 

industrielle Anwendungen entwickelt wurden. Aufgrund der großen Spannweite an funktionellen 

Gruppen, Porositäten, Matrizes und Partikelgrößen konnte damit eine geeignete Immobilisie-

rungsstrategie für diesen Versuchsaufbau gefunden werden. Die Substanz Lifetech ECR1030M ist 

ein Kopolymer aus Divinylbenzol (DVB) und Methacrylat ohne funktionelle Gruppen. Es wird für 

die Enzym-Immobilisierung per Adsorption (hydrophobe Interaktion) verwendet und ist besonders 
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geeignet für die Immobilisierung von Lipasen, wie z.B. CALB. Die größten Besonderheiten von 

Lifetech ECR1030M sind die hohe mechanische Stabilität im Vergleich zu anderen Harzen und die 

geringe Oberfläche, die eine hohe Enzymaktivität bei geringer Proteinbeladung gewährleistet.  

Anhand des Überexpressionsstammes G1212/YRC102-Alip2-c6h, der die Diester DEA und DMCH 

hydrolysiert, wurden die Charakteristika der unterschiedlichen Enzymformulierungen verglichen. Bei 

allen Enzymformulierungen konnte Aktivität nachgewiesen werden. Dafür wurde vom Rohextrakt, 

den Triton-Zellen sowie den immobilisierten Triton-Zellen (LentiKats®) und dem immobilisierten 

gereinigten Enzym (Beads) ebenfalls eine biochemische Charakterisierung durchgeführt. 

Das pH-Optimum aller Enzympräparationen liegt zwischen pH 5 und pH 8,1, wobei die Aktivität des 

Rohextrakts im leicht alkalischen bei pH 8,1 am höchsten war. Triton-Zellen hingegen waren im 

sauren Bereich um pH 5 am aktivsten. Wie bereits bei der löslichen Alip2-6hp konnte kein Einfluss 

der Puffer-Konzentration von 5-500 mM auf die Aktivitäten der Enzyme gemessen werden. 

Das Temperaturoptimum im Rohextrakt liegt bei 35,3 °C, wobei im Bereich zwischen 23 °C und 

40 °C 80 % der maximalen Aktivität erreicht werden. Beim freien gereinigten Enzym liegt das 

Temperaturoptimum ebenfalls bei 35,3 °C und der 80 %-Bereich zwischen 23-40 °C. Der Rohextrakt 

und das gereinigte Enzym verhalten sich somit unter Einfluss verschiedener Temperaturen identisch. 

Mit einem Temperaturoptimum von 55,5 °C und einem 80 %-Bereich zwischen 40-70 °C liegt das 

Temperaturmaximum des immobilisierten gereinigten Enzyms (Beads) deutlich über dem des nicht 

immobilisierten Enzyms und hat auch im Vergleich mit allen getesteten Enzympräparaten das höchste 

Temperaturmaximum. Das Temperaturoptimum der Triton-Zellen liegt mit 40 °C etwas über dem 

Optimum der freien Enzyme, wobei im Bereich zwischen 34 und 45 °C ca. 80 % der maximalen 

Aktivität erreicht werden. Die permeabilisierten, immobilisierten Zellen (LentiKats®) hingegen 

erreichen ein Temperaturoptimum von 33 °C und einen 80 %-Bereich der maximalen Aktivität von 

25-45 °C. 

Parallel wurde der Einfluss von Co-Faktoren auf die rekombinanten Lipase-Aktivitäten ermittelt. 

Hierbei erwiesen sich Kupfer- und Eisen-Ionen als inhibierende Faktoren für das gereinigte freie 

Enzym und Kupfer-Ionen inhibierend für den Rohextrakt. Auf die anderen Enzymformulierungen 

hatten die Ionen keinen Einfluss. Demzufolge konnte eine Verbesserung der Enzymstabilität durch 

Verwendung von ganzen Zellen und immobilisierten Enzymen erreicht werden. 
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Bei der Untersuchung des Substratspektrums wurde wie schon beim freien Enzym die höchste 

Enzymaktivität mit dem Substrat pNP-Caproat auch mit dem Rohextrakt und den permeabilisierten 

Zellen gemessen. Die LentiKats® zeigten die höchste Aktivität mit pNP-Butyrat und die Beads hatten 

ihre höchste Aktivität mit pNP-Acetat. Die biochemische Charakterisierung ist in Tab. 8 

zusammengefasst. 

 

Tabelle 8: Zusammenfassung der biochemischen Charakterisierung mit fünf unterschiedlichen Enzymformulierungen. 

  pH-

Optimum 

Puffer-

molarität 

Temperatur-

optimum 

(80%-Bereich) 

Cofaktoren Substratspektrum 

(höchste 

Aktivität) 

Rohextrakt pH 8,1 
kein 

Einfluss 

35,3°C 

(23 – 40°C) 

Inhibierung 

durch Kupfer 
pNP-Caproat 

gereinigtes 

Enzym 
pH 7 

kein 

Einfluss 

35,3°C 

(23°C-40°C) 

Inhibierung 

durch Kupfer 

und Eisen 

pNP-Caproat 

immobilisiertes 

gereinigtes 

Enzym (Beads) 

pH 7,5 
kein 

Einfluss 

55,5°C 

(40°C-70°C) 
kein Einfluss pNP-Acetat 

permeabilisierte 

Zellen (Triton-

Zellen) 

pH 5-8 
kein 

Einfluss 

40°C 

(34°C-45°) 
kein Einfluss pNP-Caproat 

permeabilisierte, 

immobilisierte 

Triton-Zellen 

(LentiKats®) 

pH 6,3 
kein 

Einfluss 

33°C 

(25°C-45°C) 
kein Einfluss pNP-Butyrat 

 

Der Vergleich der Monoestersynthese mit den fünf verschiedenen oben genannten 

Enzymformulierungen (1) Rohextrakt, (2) freies, gereinigtes Enzym, (3) immobilisiertes, gereinigtes 

Enzym (Beads), (4) permeabilisierte (Triton-) Zellen oder (5) permeabilisierte, immobilisierte 

(Triton-) Zellen (LentiKats) wurde mit dem Stamm G1212/YRC102-Alip2-6h und dem Substrat 

DEA durchgeführt. Die Reaktion wurde in der Rührzelle durchgeführt (siehe Mat. und Meth. 2.3.16., 

Abb. 10). 

Für den Versuchsaufbau wurde der Stamm G1212/YRC102-Alip2-6h in 2 L HMM + NO3 für 48 h 

inkubiert. Dieser Ansatz wurde dann in fünf Teile à 400 mL aufgeteilt, um daraus entweder 

Rohextrakt, Triton-Zellen, immobilisierte Triton-Zellen (LentiKats®), gereinigtes Enzym oder 

gereinigtes immobilisiertes Enzym (Beads) herzustellen. Die daraus erhaltene Formulierung wurde 
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mit 100 mM Na-P-Puffer pH 7,5 auf 30 mL aufgefüllt und bei Raumtemperatur inkubiert. In dem 

ersten Versuchsaufbau wurden pro Ansatz 10 mM DEA hinzugefügt und in einem weiteren Versuch 

50 mM DEA. Über einen Zeitraum von 24 h wurde die DEA-Hydrolyse verfolgt. 

Der qualitative Nachweis von MEA mittels Dünnschichtchromatographie (DC) wurde beispielhaft 

für den Rohextrakt erbracht. Dafür wurden die für die Rührzelle verwendeten Proben des 

Rohextraktes des Überexpressionsstammes G1212/YRC102-Alip2-c6h (50 mM DEA) über DC 

getrennt. Die RF-Werte für MEA und AS liegen nach 24 h bei 0,29 und 0,11. Bereits nach 1 h 

Inkubationsdauer lässt sich MEA nachweisen. Die Intensität der Färbung bleibt im Zeitverlauf relativ 

konstant. Auch AS lässt sich bereits in der Probe nach 1 h nachweisen, allerdings erst in geringer 

Konzentration. Diese nimmt zu, bis sie ihr Maximum in der Probe bei 4 h erreicht und dann konstant 

bleibt (Abb. 36).  

 

Abbildung 36: Qualitativer Nachweis der DEA Hydrolyse mittels Dünnschichtchromatographie. Von den Rohextraktproben des 

Stammes G1212/YRC102-Alip2-c6h aus der Rührzelle mit 50 mM DEA als Substrat wurden je 4 µL auf die DC-Platte aufgetragen 

und in der Chromatographiekammer mit dem Laufmittel aufgetrennt 

 

Die Produktsynthese von MEA wurde zusätzlich mittels GC-FID verfolgt. Unter Verwendung des 

Rohextraktes mit 10 mM DEA als Substrat wurde die höchste Produktsynthese nach 0,5 h gemessen 

(7 mM MEA). Nach 3 h wurde kein weiteres MEA synthetisiert, während der Gehalt an AS stieg. 

Das beste Verhältnis von MEA zu AS lag nach 10 min vor (es wurde 12x mehr MEA als AS 

synthetisiert). Bei einem Einsatz von 50 mM DEA ließ sich die höchste Produktsynthese nach 1 h 

messen (28 mM MEA). Das beste Verhältnis von MEA zu AS lag nach 15 min vor (es wurde 25x 

mehr MEA als AS synthetisiert; Abb. 37 A). 
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Bei der Verwendung von Triton-Zellen mit 10 mM DEA als Substrat wurde der höchste MEA-Gehalt 

von 8 mM nach 1 h erhalten. Gleichzeitig wurde MEA weiter hydrolysiert, sodass sich AS 

anreicherte. Nach 7 h Inkubation lag ausschließlich die Disäure AS vor. Das beste Verhältnis von 

MEA zu AS lag nach 15 min vor (es wurde um den Faktor 8,78 mehr MEA als AS synthetisiert). Bei 

einem Einsatz von 50 mM DEA ließ sich die höchste Produktsynthese nach 55 min messen (51 mM 

MEA). Das beste Verhältnis von MEA zu AS zeigte sich nach 15 min (es wurde um den Faktor 20,9 

mehr MEA als AS synthetisiert). Auch hier fand gleichzeitig die Hydrolyse von MEA zu AS statt. 

Aufgrund der Unspezifität der Reaktion ist die Verwendung von Triton-Zellen für die Synthese von 

MEA nicht anzuraten (Abb. 37 B). 

Bei der Verwendung von immobilisierten Triton-Zellen (LentiKats®) mit 10 mM DEA als Substrat 

wurde die höchste Produktsynthese nach 1 h gemessen. Allerdings blieb die Produktsynthese 

während des gesamten gemessenen Zeitraums auf einem niedrigen Niveau von 2 mM MEA. AS lag 

in vergleichbarer Konzentration vor. Das beste Verhältnis von MEA zu AS zeigte sich nach 45 min 

(es wurde 2,67x mehr MEA als AS synthetisiert). Bei einem Einsatz von 50 mM DEA ließ sich die 

höchste MEA-Konzentration nach 10 h messen (30 mM MEA). Gleichzeitig ist die AS-

Konzentration minimal. Das beste Verhältnis von MEA zu AS fand sich nach 7 h (23,38x mehr MEA 

als AS). Demzufolge konnte durch die Immobilisierung der Triton-Zellen als Lentikats® die 

Selektivität der DEA-Hydrolyse zu MEA deutlich erhöht werden. Mit 50 mM DEA konnten 30 mM 

MEA spezifisch synthetisiert werden (Abb. 37 C). 

Mit gereinigtem freiem Enzym und 10 mM DEA wurde die höchste Produktsynthese nach 1,5 h 

gemessen (11 mM MEA). Die Reaktion lief während des gesamten Messzeitraums sehr spezifisch 

ab, sodass kaum unerwünschtes Nebenprodukt (AS) synthetisiert wurde. Das beste Verhältnis von 

MEA zu AS fand sich nach 15 min (es wird 31,1x mehr MEA als AS synthetisiert). Nach 10 h lag 

die maximale Konzentration an MEA unter Einsatz von 50 mM DEA vor und kein Nebenprodukt 

war nachweisbar. Das beste Verhältnis von MEA zu AS zeigte sich nach 1 h (es wurde um den Faktor 

52,3 mehr MEA als AS synthetisiert). Demzufolge kann mithilfe des gereinigten Enzyms spezifisch 

MEA unter vollständiger Umsetzung von DEA synthetisiert werden (Abb. 37 D). 

Mit gereinigtem immobilisiertem Enzym (Beads) und 10 mM DEA als Substrat wurde während des 

Versuchszeitraums kein MEA und AS synthetisiert. Auch bei Verwendung von 50 mM DEA ließ 

sich innerhalb von 24 h kaum MEA (und AS) nachweisen (Abb. 37 E). 
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Abbildung 37: Substrat-Produktsynthese mit DEA als Substrat in einer Rührzelle bei Raumtemperatur. Aus dem 

Überexpressionsstamm G1212/YRC102-Alip2-6h wurden die Enzymformulierungen Rohextrakt (A), Triton-Zellen (B), 

immobilisierte Triton-Zellen (LentiKats®) (C), gereinigtes Enzym (D) oder gereinigtes immobilisiertes Enzym (Beads) (E) hergestellt. 

Es wurden entweder 10 mM DEA (1) oder 50 mM DEA (3) als Substrat eingesetzt und das daraus resultierende Verhältnis der Produkte 

MEA (□---) und AS (●⸺) bestimmt (2 und 4). Der Hydrolysenachweis erfolgte via GC-FID. Das Delta entspricht dem Mittelwert von 

2 Replikaten. Daraus wurden die Fehlerbalken als Standardabweichung ermittelt. 

 

Eine Zusammenfassung des Experimentes mit den unterschiedlichen Enzymformulierungen mit 

10 mM bzw. 50 mM DEA als Substrat ist in Tab. 9 dargestellt. 
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Tabelle 9: Zusammenfassung der DEA-Hydrolyse in der Rührzelle bei Raumtemperatur mit unterschiedlichen Enzymformulierungen 

von G1212/YRC102-Alip2-6h. Eingesetzt wurden entweder 10 mM DEA oder 50 mM DEA. Die beste Ausbeute zeigt dabei den MEA-

Gehalt zum Zeitpunkt des höchsten Quotienten aus MEA zu AS und die maximale Ausbeute den absolut höchsten MEA Gehalt. 

Konzentration 

von DEA 

 Enzymformulierung Beste Ausbeute MEA 

(Quotient MEA:AS, Zeit) 

Max. Ausbeute MEA 

(Quotient MEA:AS, Zeit) 

10 mM 

Rohextrakt 
6,3 mM 

(Faktor 12, 10 min) 

6,4 mM 

(Faktor 4,5, 0,5 h) 

Permeabilisierte Zellen 

(Triton-Zellen) 

5,5 mM 

(Faktor 8,7, 15 min) 

6,8 mM 

(Faktor 3,5, 0,75 h) 

Permeabilisierte, 

immobilisierten Triton-

Zellen (LentiKats®) 

1,3 mM 

(Faktor 2,6, 0,75 min) 

1,3 mM 

(Faktor 2,6, 0,75 h) 

Gereinigtes Enzym 
3,7 mM 

(Faktor 31, 15 min) 

10,5 mM 

(Faktor 10, 1,5 h) 

Immobilisiertes 

gereinigtes Enzym 

(Beads) 

0,2 mM 

(Faktor 2,2, 24 h) 

0,2 mM 

(Faktor 2,2, 24 h) 

50 mM 

Rohextrakt 
9 mM 

(Faktor 24,9, 15 min) 

25,6 mM 

(Faktor 5,6, 1 h) 

Permeabilisierte Zellen 

(Triton-Zellen) 

24,2 mM 

(Faktor 20,9, 15 min) 

51,3 mM 

(Faktor 5,8, 0,9 h) 

Permeabilisierte, 

immobilisierten Triton-

Zellen (LentiKats®) 

27 mM 

(Faktor 23, 7 h) 

28 mM 

(Faktor 14, 10 h) 

Gereinigtes Enzym 
33 mM 

(Faktor 52, 1 h) 

60 mM 

(Faktor 44, 10 h) 

Immobilisiertes 

gereinigtes Enzym 

(Beads) 

0,3 mM 

(Faktor 0,8, 5 min) 

0,3 mM 

(Faktor 0,8, 5 min) 
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4. DISKUSSION 

Funktionelle Polymere sind gegenwärtig von großem Interesse und werden insbesondere in Medizin, 

Nahrungsmittelindustrie, Energieproduktion und als Energiespeicher nachgefragt. Die funktionellen 

Gruppen vermitteln spezifische chemische, spektroskopische und mechanische 

Polymereigenschaften. Spacergruppen organisieren dabei die Zugänglichkeit zu den funktionellen 

Gruppen der Polymere. Als Spacergruppen werden dabei u.a. Monoester von symmetrischen 

Dicarbonsäuren und symmetrischen Diolen eingesetzt. Um die hohe Nachfrage decken zu können ist 

es daher von Vorteil, chemische Synthesen von Monoestern durch enzymatische Reaktionen unter 

Einsatz von spezifischen Enzymen als Biokatalysatoren ersetzen zu können. Bei enzymatischen 

Reaktionen entfällt aufgrund der höheren Selektivität die Notwendigkeit, die erhaltenen Disäuren und 

Monoester wie bei chemischen Reaktionen voneinander trennen zu müssen. In dieser Arbeit wurde 

die Hefe B. raffinosifermentans LS3 als Gendonor und als Stamm zur heterologen Genexpression 

verwendet. Die analysierte Genomsequenz von B. raffinosifermentas LS3 139 wurde als Basis zur 

Identifizierung von Genen verwendet, die für Enzyme kodieren mit der Fähigkeit symmetrische 

Diester zu Monoestern hydrolysieren können. Dafür eignen sich grundsätzlich spezifische Esterasen, 

wie Cutinasen, Tannasen, Carboxylesterasen und Lipasen. Der Fokus in dieser Arbeit wurde auf 

Carboxylesterasen und Lipasen gelegt. Aus 30 potentiellen Kandidaten wurden die drei Gene ALIP2, 

BEST1 und BEST2 identifiziert, die für eine putative Lipase und zwei putative Carboxylesterasen 

kodieren. Geeignete Gene wurden aus einem Aminosäuresequenzvergleich zwischen den 

Genprodukten von Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p mit bekannten Lipasen bzw. 

Carboxylesterasen abgeleitet. Auf Basis einer Homologie-Modellierung wurden auch theoretische 

dreidimensionale Modelle erstellt und analysiert (vgl. 4.1). Alle 30 potenziellen Kandidaten wurden 

mit Hilfe der B. raffinosifermentas Transformations- und Expressions-Plattform konstitutiv 

exprimiert und auf allgemeine Enzymaktivität hin untersucht sowie einem Prä-Screening auf 

Diesterhydrolyse unterzogen. Die rekombinanten Enzyme mit dem meisten Potenzial wurden mittels 

IMAC gereinigt. Daraufhin kristallisierten sich die Enzyme Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p als 

aussichtsreiche Kandidaten heraus und wurden biochemisch charakterisiert. Dazu wurde der Einfluss 

von Temperatur, pH-Wert, Co-Faktoren und Molarität bestimmt, sowie das Substratspektrum 

untersucht. Dabei zeigten sich die drei Enzyme als aussichtsreiche Kandidaten für industrielle 

Anwendungen (vgl. 4.2). 

Für industrielle Anwendungen müssen ausreichende Mengen an Enzym bereitgestellt werden. Um 

dies zu gewährleisten, wurde erst die Kultivierung im Schüttelkolben optimiert und anschließend die 
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Fed-Batch-Fermentation untersucht. Abgesehen von einer hohen Enzymausbeute soll dies auch eine 

hohe Automatisierung ermöglichen (vgl. 4.3). 

Anschließend wurde die Hydrolyse von verschiedenen Diestern zu Monoestern untersucht. Dazu 

wurde erst die Hydrolyse von DEA mit Rohextrakt durchgeführt und anschließend die Hydrolyse von 

DEA, DMCG, DETS und DDMAE mit gereinigtem Enzym im Detail untersucht (vgl. 4.4). 

Zuletzt wurde die Monoestersynthese mit den Enzympräparaten (1) Rohextrakt, (2) freies, gereinigtes 

Enzym, (3) immobilisiertes, gereinigtes Enzym (Beads), (4) permeabilisierte (Triton-) Zellen oder (5) 

permeabilisierte, immobilisierte (Triton-) Zellen (LentiKats) miteinander verglichen (vgl. 4.5). 

 

4.1. Sequenzvergleich und Struktur  

Zur Untersuchung der Primärstrukturen von Alip2p, Best1p und Best2p wurden diese mit bereits 

bekannten Lipasen und Carboxylesterasen aus B. raffinosifermentas, C. antarctica und B. subtilis 

verglichen. Dabei konnten charakteristische Domänen in den drei Enzymen aus B. raffinosifermentas 

identifiziert werden die strukturgebend für die Enzymen sind und eine Relevanz für die Aktivität 

haben. Die Aminosäuresequenz von Position 167 – 171 bei Alip2p, von 169 – 173 bei Best1p und 

von 160 – 164 zeigt das für Lipasen und Carboxylesterasen charakteristische G-X-S-X-G Motiv 

124,187. Das „X2“ ist bei allen drei Proteinen identisch. Es handelt sich um die Aminosäure Alanin. Das 

„X1“ hingegen unterscheidet sich bei allen drei Proteinen. Bei Alip2p handelt es sich um die 

Aminosäure Threonin, bei Best1p um Phenylalanin und bei Best2p um eine Asparaginsäure. Das 

Serin in dieser Domäne gilt als Hauptbestandteil der katalytischen Triade. In Kombination mit den 

beiden Aminosäuren Asparaginsäure und Histidin wird die S-D-H Triade funktionsfähig und kann so 

in den meisten Esterasen und Lipasen gefunden werden 101,172.  

Mit Hilfe des I-TASSER Servers wurden Homologie-Modellierungen auf Basis bereits bereits 

bekannter Proteine durchgeführt. Daraus konnten theoretische Proteinstrukturen von Alip2p, Best1p 

und Best2p erstellt werden werden. Die Qualität einer Modellierung ist anhand des C-Scores zu 

erkennen, der normalerweise zwischen -5 und 2 liegt. Ein niedriger Score entspricht einem Modell 

von geringer Qualität. Für alle drei Proteine wurde ein C-Score von 0,76 bis 1,01 ermittelt, was für 

eine gute Qualität spricht. Der Template Modeling (TM)-Score überschreitet einen Wert von 0,5, 

wenn eine Homologie erkannt wird. Dies war bei den Enzymen mit einem TM-Score von über 0,8 

gegeben. 



Kapitel 4 

100 

 

Die erhaltenen Modelle wiesen eine α/β-Hydrolase-Struktur auf, was die Enzyme den klassischen 

α/β-Hydrolasen zuordnet. Relevante Stellvertreter aus dieser Kategorie sind die Serinhydrolasen aus 

der Gruppe der Esterasen (Lipasen, Carboxylesterasen, Cutinasen) und Proteasen 188. Auch wenn die 

Modellierungen auf bekannten Strukturen beruhen, handelt es sich trotzdem nur um theoretische 

Strukturen. Diese müssen zur Validierung noch experimentell, z. B. durch Proteinkristallographie, 

bestätigt werden. 

 

4.2. Biochemische Charakterisierung 

In dieser Arbeit wurden erfolgreich die drei unterschiedliche rekombinanten Enzyme Alip2-6hp, 6h-

Best1p und 6h-Best2p mit Hilfe der transgenen Stämme von B. raffinosifermentans synthetisiert. Die 

gereinigten Enzyme wiesen folgende spezifische Aktivitäten mit pNP-Butyrat als Substrat auf: Alip2-

6hp: 4,5 U mg-1, 6h-Best1p: 0,45 U mg-1, 6h-Best2p: 28,05 U mg-1. Mit der extrazellulären Lipase 

Alip1p wurden 267 U mg-1 mit pNP-Caprat gemessen, mit pNP-Butyrat als Substrat allerdings nur 

noch ca. 30 % dieser Aktivität 172. Andere Carboxylesterasen zeigten ebenfalls unterschiedlich hohe 

Aktivtäten. So wurden mit dem gereinigten AcEst1 mit pNP-Butyrat als Substrat 51 U mg-1 gemessen 

189. Die gereinigte Carboxylesterase aus P. aeruginosa PAO1 zeigte mit pNP-Acetat als Substrat nur 

eine Aktivität von 7,3 U mg-1, mit pNP-Butyrat wurde nur 54 % dieser Aktivität gemessen 190. 

Alip2-6hp ist bei neutralen pH-Werten am aktivsten, wobei 75 % der Enzymaktivität im pH-Bereich 

zwischen 6,6 und 8,2 erzielt wurden. Dies ist ein etwas niedrigerer pH-Wert als bei der extrazellulären 

Lipase Alip1p aus B. raffinosifermentans mit einem pH-Optimum von 7,5. Im Gegensatz dazu ist das 

Temperaturoptimum von Alip2-6hp bei 35 °C höher als das der extrazellulären Lipase bei 30 °C 172. 

Solche unterschiedlichen Charakteristika sind bei Lipasen durchaus üblich, und es wurde bisher schon 

ein breites Spektrum an unterschiedlichen Temperatur- und pH-Optima beschrieben. Die optimale 

Temperatur und der optimale pH-Wert für die Lipaseaktivität sind sehr unterschiedlich und hängen 

von der Gattung, der Spezies und dem in der Studie verwendeten Stamm ab 77. Für die Lipase von S. 

cerevisiae liegen die optimalen Parameter bei 30 °C und pH 7,5, während die Optima der Lipase aus 

Williopsis californica bei pH 6 und 20 °C liegen 191. Für die Lipasen der Hefen Candida (Yarrowia) 

lipolytica und Pichia (Hansenula) anomala liegt die optimale Inkubationstemperatur bei etwa 30 ºC, 

während sich der optimale pH-Wert zwischen 5 - 6,5 bzw. 6,5 - 7,5 befindet 192. Für 6h-Best1p wurde 

ein Temperaturoptimum von 40,7 °C und für 6h-Best2p von 31,2 °C gemessen. Das pH Optimum 

liegt bei beiden Enzymen bei pH 6,6. Wie auch bei Lipasen werden bei Carboxylesterasen breite 
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Spektren an unterschiedlichen Temperatur- und pH-Optima beobachtet. So zeigt AcEst1 aus 

Acinetobacter sp. ein pH Optimum bei 8 und ein Temperatur Optimum bei 40 °C 189. Eine 

Carboxylesterase aus Sulfolobus solfataricus P1 zeigt dagegen ihre höchsten Aktivitäten bei 85 °C 

und pH 8 193, während das in E. coli überexprimierte Protein CpCE-1 ein pH Optimum von 7 und ein 

Temperaturoptimum von 25 °C aufweist 194. Mit einem Temperaturoptimum zwischen 20 - 40 °C 

zählen alle drei überexprimierten Enzyme zu den mesophilen Hydrolasen, die auch ihr pH-Optimum 

bei (annähernd) neutralen Werten haben. 

Eine Aktivitätssteigerung konnte weder durch Zugabe von Lösungsmitteln noch durch Metall-Ionen 

erzielt werden. Fe2+, Fe3+ und Cu2+ sind im Gegenteil starke Inhibitoren der identifizierten Lipase 

bzw. Carboxylesterasen. Zusätzlich werden sie durch die Anwesenheit von 50% (v/v) Lösungsmittel 

(PEG200, DEG, DMSO, Ethanol, Aceton und Isopropanol) in der Inkubationsmischung gehemmt. 

Im Gegensatz dazu war eine Aktivitätssteigerung von Alip1p in Gegenwart von Ca2+, Fe3+ und Zn2+ 

zu beobachten und auch in verschiedenen organischen Lösungsmitteln blieb das Enzym stabil 172. 

Auch die Lipase aus Yarrowia lipolytica zeigte in Gegenwart der Metallionen Ca2+ und Mg2+ eine 

Aktivitätssteigerung, während Schwermetalle wie Hg2+ sowie EDTA oder PMSF hemmend wirkten 

195. Die inhibierende Wirkung von Cu2+ und Fe3+ auf Carboxylesterasen wurde bereits mehrfach 

gezeigt 189,196,197. Allerdings wurde durch Cu2+ auch schon eine deutlich Aktivitätssteigerung gezeigt 

194. Getestete Lösungsmittel haben häufig keinen oder nur einen geringen inhibierenden Effekt auf 

Carboxylesterasen und Lipasen 52,189,193,194, es wurde allerdings auch schon ein inhibierender Effekt 

gezeigt 196. Dass in dieser Arbeit sowohl auf Alip2-6hp als auch auf 6h-Best1p und 6h-Best2p ein 

inhibierender Effekt gezeigt wurde, kann an der verwendeten Konzentration und Inkubationsdauer 

liegen. In dieser Arbeit war die Konzentration deutlich höher und die Inkubationszeit deutlich länger 

als in vergleichbaren Arbeiten.  

Von besonderem Interesse ist der Einfluss von Ethanol auf die DEA-Hydrolyse, da Ethanol ein 

Nebenprodukt dieser Reaktion ist. Ethanol hemmt bei 50 % (v/v) die Aktivität der Alip2-6hp (Abb. 

21). Jedoch können 96 % des Produkts MEA durch die Hydrolyse von DEA mit dem gereinigten 

Enzym hergestellt werden. In dieser Reaktion wurden 50 mM DEA als Substrat verwendet, d.h. der 

Anteil an Ethanol in der Gesamtreaktion beträgt maximal 0,3 %. Es kann daher davon ausgegangen 

werden, dass Ethanol in dieser Konzentration keine hemmende Wirkung auf die Hydrolyse hat. Bei 

einer höheren Substratkonzentration als 50 mM sollte bei einer guten Durchmischung des 

Reaktionsansatzes auch die absolut höhere Menge an Ethanol keinen Einfluss zeigen. 
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Die höchste Aktivität von Alip2-6hp wurde mit den Substraten pNP-Caproat und pNP-Caprylat 

festgestellt. Das bedeutet, dass das Enzym für kurz- bis mittelkettige Fettsäuren am aktivsten ist. 

Obwohl viele Lipasen ihr Aktivitätsmaximum bei mittel- oder langkettigen Fettsäuren 198–201 haben, 

können sich die bevorzugten Substratkettenlängen zwischen kurz-, mittel- oder langkettigen 

Fettsäureestern 202 unterscheiden. Dies gilt auch für andere Substrate wie Fettsäuren und Alkohole. 

So hatten die Lipasen aus den Pilzen Sporodiobolus pararoseus und Mucor sp. ihre höchsten 

Aktivitäten bei kurzkettigen Substraten wie Alkoholen und kurzkettigen Fettsäuren 203,204. Alip2-6hp 

zeigt allerdings auch noch Aktivitäten bei langkettigen Fettsäuren wie pNP-Stearat (C18) und deckt 

somit ein weites Spektrum von kurz- bis langkettigen pNP-Estern ab. 6h-Best1p und 6h-Best2p 

zeigen mit dem kurzkettigen Esterasesubstrat pNP-Acetat die höchste Aktivität. Alle Substrate, die 

eine Kettenlänge von mehr als 6 Kohlenstoffatomen haben, werden nur noch geringfügig oder nicht 

mehr gespalten. Dies entspricht genau dem Profil von Carboxylesterasen 52. 

Zur Einteilung und Bezeichnung von Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p als Lipase bzw. als 

Carboxylesterasen wurden neben dem Substratspektrum mit pNP-Estern auch noch zwei Lipasetest 

mit Agarplatten durchgeführt, um die Lipaseaktivität von Alip2-6hp nachzuweisen. Dafür wurden 

Tween 20-Agarplatten und Olivenöl-Agarplatten als langkettige Substrate eingesetzt. Im Tween 20-

Plattentest zeigt sich mit Alip2-6hp eine Präzipitationszone aufgrund von unlöslichen Calciumsalzen, 

während bei 6h-Best1p und 6h-Best2p keine Zone erkennbar war. Im Olivenöl-Plattentest zeigte sich 

mit Alip2-6hp auf den Platten ein orangefarbener Hof, der aufgrund der Komplexbildung mit dem 

Rhodamin-Fluoreszenzfarbstoffes entsteht. Bei 6h-Best1p und 6h-Best2p war kein Hof erkennbar. 

Die erhaltenen Ergebnisse deuten auf Alip2-6hp als eine Lipase und 6h-Best1p und 6h-Best2p als 

Carboxylesterasen hin. 

Die kinetischen Konstanten wurden nur mit dem gereinigten Enzym Alip2-6hp bestimmt. Der höchste 

KM wurde für pNP-Acetat mit 33,8 mM und der niedrigste KM mit 1,8 mM für pNP-Caprylat 

gefunden, was bedeutet, dass die Affinität des Enzyms für pNP-Caprylat am höchsten und für pNP-

Acetat am niedrigsten ist. Die Zunahme der Kettenlänge korreliert nicht mit KM. Der Umsatz, kcat, ist 

für pNP-Acetat mit 581,6 s-1 am höchsten und sinkt dann auf 0,8 s-1 für pNP-Palmitat, was mit der 

Zunahme der Kettenlänge korreliert. Die katalytische Effizienz nimmt ebenfalls mit abnehmender 

Kettenlänge von pNP-Acetat (17,2 s-1 mM-1) auf pNP-Palmitat (0,1 s-1 mM-1) ab. Die KM Werte von 

Lipasen zeigen in der Literatur ein weites Spektrum 74. Allerdings wurde für die meisten industriell 

relevanten Lipasen ein KM zwischen 10-1 und 10-5 M ermittelt 205. Damit befindet sich Alip2-6hp 

genau in diesem Rahmen. 
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4.3. Kultivierung im Schüttelkolben und im Bioreaktor 

Die B. raffinosifermentans Stämme G1212/YRC102-Alip2-c6h, G1212/YRC102-Best1-n6h, 

G1212/YRC102-Best2-n6h und der Kontrollstamm G1212/YRC102 wurden in den drei 

unterschiedlichen Medien HVM, HMM-NH4 und HMM-NO3 kultiviert. Mit dem Vollmedium HVM 

konnte dabei jeweils der höchste Ertrag beim Hefewachstum beobachtet werden. Dieses Ergebnis 

lässt sich mit Hefeextrakt als leicht verfügbare Stickstoffquelle und Pepton als Energiequelle erklären. 

Beim Vergleich der Medien HMM-NH4 und HMM-NO3 als Stickstoffquelle konnte kein Unterschied 

festgestellt werden. Werden andere Überexpressionsstämme von B. raffinosifermentans mit den 

Minimalmedien kultiviert, können die Ergebnisse deutlich anders aussehen. So können im direkten 

Vergleich sowohl mit HMM-NH4 
206 als auch mit HMM-NO3 

207 als Medium jeweils höhere Erträge 

erzielt werden. 

Mit dem Stamm G1212/YRC102-Best1-n6h konnten nur geringfügig höhere Aktivitäten im 

Vergleich zur Kontrolle erzielt werden. Im Unterschied hierzu zeigte Stamm G1212/YRC102-Alip2-

c6h deutlich erkennbare Steigerungen an Aktivität und Ausbeute. Mit deutlichem Abstand zur 

Kontrolle und den beiden Überexpressionsstämmen weist der Stamm G1212/YRC102-Best2-n6h in 

allen Medien die höchste Aktivität und Ausbeute auf. Bei der Kultivierung in HVM muss besonders 

auf den Zeitpunkt des Kultivierungsendes geachtet werden, da sowohl Aktivität als auch Ausbeute 

nach 168 h Inkubation auf nahezu 0 abfallen. 

Für die Kultivierung im Bioreaktor mittels Fed-Batch Strategie wurden zwei getrennte Feeds mit 

Glukose als C-Quelle bzw. NH4H2PO4 als N-Quelle verwendet. Die Feeds wurden automatisch an 

das Hefewachstum angepasst, das über die Sauerstoffaufnahme ermittelt wurde. Die Kultivierung 

von G1212/YRC102-Alip2-c6h führte zu einer Enzymaktivität zwischen 564 U L−1 und 674 U L−1 

nach 22 bis 150 h. Damit ist die Enzymaktivität um den Faktor drei höher und mehr als doppelt so 

schnell wie in der Kultivierung in HVM im Schüttelkolben (170 U L-1 nach 48 h). Candida sp., eine 

der laut Literatur vielversprechendsten Hefen zur Lipaseproduktion, kann nach 168 h Aktivitäten von 

9.600 U mL−1 erreichen 208. Dieser Aktivitätsunterschied ist nicht überraschend, da bereits gezeigt 

wurde, dass intrazelluläre Lipasen geringere Aktivitäten als extrazelluläre Lipasen aufweisen 209. 

Bei der Kultivierung von G1212/YRC102-Best2-n6h zeigte sich eine maximale Enzymaktivität von 

2239 U L-1 nach 30 h. Zur Kultivierung von mikrobiellen Carboxylesterasen im Bioreaktor liegen 

bisher erst wenige Ergebnisse vor. Die Überexpression von Carboxylesterasen in P. pastoris erzielten 
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maximale Aktivtäten von 141 U L-1 nach 100 h Inkubationszeit in Aktivitätsassays mit p-

Nitrophenyl 2-(trimethylsilyl)ethyl carbonate (pNSi) als Substrat. Der Kontrollstamm erreichte dabei 

Werte von 76 U L-1 210. Die Aktivitätssteigerung mit der Carboxylesterase aus P. pastoris lag bei 

einem Faktor von etwas mehr als zwei und ist etwas geringer als bei 6h-Best2p, aber auf einem 

ähnlichen Niveau. Es wurden auch bereits Überexpressionsstämme von B. raffinosifermentans zur 

Produktion von Hydrolasen eingesetzt. So wurde bis zu 100.000 U L-1 Kultur Cutinase-Aktivität im 

Fermenter mit den extrazellulären Enzymen nachgewiesen 145. Demnach bietet B. raffinosifermentans 

auch für die Produktion von Hydrolasen ein großes Potential. Unter optimierten Bedingungen lässt 

sich die Produktion von Alip2-6hp und 6h-Best2p möglicherweise noch deutlich steigern. 

Eine interessante Beobachtung konnte bei der Produktion von Alip2-6hp und 6h-Best2p im Western-

Blot festgestellt werden. Die Enzymproduktion nahm nach 4,5 h bzw. 17 h in der Fed-Batch 

Kultivierung im Vergleich zum Gesamtprotein deutlich ab. Stattdessen wurde die Produktion anderer 

Proteine durch den Beginn der Fütterung deutlich bevorzugt. Die hier verwendete 

Expressionskassette steht unter der Kontrolle des starken konstitutiven TEF1-Promotors. Daher sollte 

die intrazelluläre Proteinakkumulation mit BTM zunehmen, wenn noch ausreichend Substrat zur 

Verfügung steht. Da die Fütterungsrate automatisch an das Wachstum angepasst wurde, scheint die 

Überproduktion von Alip2-6hp posttranskriptional gehemmt zu werden oder das Protein selbst wird 

nach der Produktion zeitnah abgebaut. Die konstitutive Proteinexpression kann sich nachteilig auf 

das Zellwachstum auswirken, da Kohlenstoffverteilung, Redox-Cofaktoren und ATP im 

Stoffwechsel umgelenkt werden 211,212. Da für B. raffinosifermentans 148,213,214 verschiedene 

Expressionsplattformen zur Verfügung stehen, könnte die Theorie durch das Testen induzierbarer 

Promotoren wie des nitratinduzierbaren AYNI1-Promotors untersucht werden. 

 

4.4. Hydrolyse von Diestern 

Die selektive Monohydrolyse des symmetrischen Dicarbonsäureesters DEA zur Herstellung des 

Monoesters MEA wurde mit dem Rohextrakt des Überexpressionsstammes G1212/YRC102-TEF1-

ALIP2-6H innerhalb einer Inkubationszeit von 30 min erfolgreich durchgeführt. Es konnten 46 % 

MEA mittels GC-FID nachgewiesen werden. Bis zur maximalen Inkubationszeit von 2 h blieb das 

Messergebnis mit 50 % relativ stabil. Der Kontrollstamm G1212/YRC102 katalysierte in der 

Inkubationszeit von 2 h nur 21 % DEA zu MEA. Die Überexpressionsstämme G1212/YRC102-

TEF1-BEST1-6H und G1212/YRC102-TEF1-BEST2-6H zeigten einen ähnlichen Kurvenverlauf wie 
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der Kontrollstamm mit dem Unterschied, dass die Reaktion etwas schneller ablief und nach 2 h ca. 

40 % MEA synthetisiert wurde. Dies zeigt, dass die Substrat-Bindestelle für DEA bei dem Enzym 

von G1212/YRC102-TEF1-ALIP2-6H deutlich leichter zugänglich ist als bei den anderen Enzymen. 

Beim Kontrollstamm wurde nach 6 h eine Hydrolyserate von 60 % gezeigt, während die 

Hydrolyserate von Alip2-6hp während der gemessenen 2 h bei 50 % stagniert.  In allen Fällen konnte 

nur eine geringe Menge der Disäure AS nachgewiesen werden, obwohl im Hefegenom mehrere 

andere putative Lipase- und Carboxylesterasegene gefunden wurden, die MEA hydrolysieren können. 

Die Tatsache, dass die Hydrolyserate im Überexpressionsstamm stagniert, kann verschiedene 

Ursachen haben. Zum Beispiel können verschiedene Substanzen im Rohextrakt die Reaktion 

begrenzen. Die genaue Ursache wurde nicht untersucht. Eventuell war das Enzym auch unter den 

gegebenen Reaktionsbedingungen nicht stabil und konnte keine Hydrolysen mehr durchführen. 

Die Reaktionsverfolgung der Hydrolyse von DEA, DMCH und DDMAE bei 35 °C durch die 

gereinigten Enzymen Alip2-6hp, 6h-Best1p und 6h-Best2p erfolgte zusätzlich mittels GC-FID. Mit 

6h-Best2p konnte für kein getestetes Substrat ein Produkt nachgewiesen werden. Dies deckt sich mit 

den Ergebnissen unter Verwendung des Rohextraktes, bei denen es kaum einen Unterschied zwischen 

Kontrolle und Expressionsstamm gab. Mit 6h-Best1p konnte nach 24 h Inkubation immerhin 50 % 

MEA gemessen werden. 

Mit dem Enzym Alip2-6hp wurden nach nur 2 h Inkubation jeweils ca. 60 % MEA und MMCH in 

den Reaktionsansätzen nachgewiesen, wobei nur mit DEA als Substrat die Ausbeute im Zeitverlauf 

noch weiter anstieg. Dass sich mit 6h-Best1p und 6h-Best2p nur eine geringe Hydrolyse der 

getesteten Substrate nachweisen lässt, kann mit den Ergebnissen der biochemischen 

Charakterisierung erklärt werden. Dort wurde gezeigt, dass 6h-Best1p und 6h-Best2p als Substrate 

ausschließlich kurzkettige pNP-Ester hydrolysieren. Das lässt vermuten, dass die beiden Enzyme 

generell nur kurzkettige Ester hydrolysieren können. Da es sich bei den getesteten Substraten nicht 

um kurzkettige Ester handelt, lässt sich vermuten, dass die beiden Enzyme diese nicht oder nur sehr 

schlecht hydrolysieren können. 

Da sich die Hydrolyse von DEA mit Alip2-6hp bis zu diesem Zeitpunkt als besonders 

vielversprechend herausgestellt hatte, wurde dies weiter untersucht und die Hydrolyse von DEA bzw. 

MEA bei Raumtemperatur beobachtet. Bei der Verwendung von DEA und mit gereinigtem Alip2-

6hp wurde MEA dabei mit einer Ausbeute von 96 % gewonnen. Im Gegensatz dazu ist die MEA-

Hydrolyse unter denselben Bedingungen vernachlässigbar langsam. In der relevanten Inkubationszeit 
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von 0,5 h, in der das Substrat DEA fast vollständig in MEA umgewandelt wurde, konnte fast keine 

Disäure AS (~3 %) mit dem Monoester MEA als Substrat gemessen werden. Es konnten unter 

vergleichbaren Bedingungen keine besseren Ergebnisse durch käufliche Lipasen erzielt werden 215 

(siehe Anhang). Beim Projektpartner Orgentis Chemicals GmbH wurden dafür Lipasen aus P. 

cepacia, N. farcinica und R. arrhizus mit DEA im Zeitverlauf getestet. Ähnlich gute Ausbeuten mit 

98 % MEA (P. cepacia) bzw. 95 % MEA (N. farcinica) konnten zwar erzielt werden, allerdings 

dauerte die Hydrolyse von DEA bis zu diesem Maximum unter den getesteten Bedingungen 8 

Stunden (siehe Anhang, Abb. 38). Zusätzlich wurden vom Projektpartner noch weitere 11 

kommerzielle Lipasen aus unterschiedlichen Stämmen auf ihre Hydrolysefähigkeit von DEA 

untersucht. In diesem Ansatz wurde eine Messung nach vollständigem Substrat-Produkt-Umsatz 

durchgeführt. Mit Ausnahme der Lipase aus A. niger konnte DEA von allen Enzymen vollständig 

hydrolysiert werden. Allerdings waren nur die Lipasen aus P. cepacia (93 % MEA), R. arrhizus 

(89 % MEA), N. farcinica (92 % MEA) und A. niger (57 % MEA) in der Lage, nennenswerte Mengen 

des Monoesters zu produzieren. Ansonsten wurde hauptsächlich AS als Nebenprodukt gebildet (siehe 

Anhang, Abb. 39). Keine dieser Lipasen ist vollständig selektiv, sondern es werden auch immer 

geringe Mengen der Disäure AS produziert. Somit konnte mit keiner der getesteten käuflichen 

Lipasen aus verschiedenen Stämmen ein besseres Ergebnis als mit Alip2-6hp erzielt werden. Die 

höchste Ausbeute an MEA mit 96 % in nur 30 min wurde somit mit Alip2-6hp erzielt. 

Die selektive Lipase-katalysierte Hydrolyse von Diestern zu ihren entsprechenden Monoestern mit 

anderen Substraten wurde bereits mehrfach nachgewiesen. Ein Beispiel ist der Diester 

Dimethylbicyclo[2.2.1]heptan-1,4-dicarboxylat. Dieser wird durch Lipasen aus Candida antarctica 

und Burkholderia cepacia zu dem entsprechenden Monoester 4-

(Methoxycarbonyl)bicyclo[2.2.1]heptan-1-carbonsäure hydrolysiert, wobei Ausbeuten zwischen 78 

und 87 % erreicht werden 20. Die Lipase aus C. antarctica (Novozym 435) wurde auch erfolgreich 

zur Herstellung des Monoesters (1S,2R)-2-(Methoxycarbonyl)cyclohex-4-en-1-carbonsäure mit 

Ausbeuten von 98,1 - 99,8 % aus dem entsprechenden Diester, Dimethyl-cyclohex-4-en-cis-1,2-

dicarboxylat verwendet 21. Dieses Experiment zeigte auch, dass Ansätze zur Monoestersynthese 

problemlos hochskalierbar sind. 

Darüber hinaus hydrolysiert das gereinigte Alip2-6hp die vier Substrate DEM, DES, DMA und 

DMSub vollständig zu den entsprechenden Monoestern. Das intrazelluläre Enzym kann daher für 

verschiedene Esterhydrolysen mit hochreinen Monoesterprodukten verwendet werden. Alip2-6hp aus 
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B. raffinosifermentans bietet somit eine vielversprechende enzymatische Alternative für die selektive 

Hydrolyse verschiedener Diester. 

 

4.5. Monoestersynthese mit verschiedenen Enzympräparaten 

Zusätzlich zu den bisher getesteten Rohextrakten und gereinigten Enzymen wurden permeabilisierte 

Triton-Zellen und als Immobilisate immobilisierte (Triton-) Zellen (LentiKats) sowie freie, 

gereinigte, immobilisierte Enzyme (Beads) getestet. 

Die Verwendung von Triton-X100 permeabilisierten Ganzzellbiokatalysatoren bietet sich durch die 

intrazelluläre Lokalisation der Enzyme an. Somit könnte auf eine zeit- und kostenintensive Isolation 

und Reinigung der entsprechenden Enzyme verzichtet werden. Probleme können sich hier allerdings 

bei der Veresterung langkettiger Moleküle ergeben, da diese zunächst durch Diffusion in die Zelle 

gelangen müssen.  

Im Idealfall können die semipermeablen Hefezellen, die Esterasen produziert haben, direkt dem 

Reaktionsgemisch zugegeben werden. Die entsprechenden Dicarbonsäurediester können dann in die 

permeabilisierten Zellen diffundieren, wo mit Hilfe der rekombinanten Enzyme die Umsetzung zu 

Dicarbonsäure-Monoestern erfolgt. Auch als Ganzzellkatalysator konnte B. raffinosifermentans 

bereits erfolgreich für die Synthese von enantiomerenreinen Alkoholen eingesetzt werden 165,167. 

Mit einem quantitativen Assay (para-Nitrophenolat als Indikator) konnte mit dem 

Überexpressionsstamm G1212/YRC102-Alip2-c6h ein potenzieller Kandidat für die Hydrolyse von 

DMCH und insbesondere DEA unter Verwendung von Triton-Zellen identifiziert werden. Mittels 

GC-FID konnten 85 % MEA nach 24 h synthetisiert werden. Alip2-6hp lässt sich also auch 

erfolgreich als Ganzzellkatalysator zur DEA Hydrolyse einsetzen. Mit gereinigtem Enzym konnte bei 

35 °C ebenfalls 85 % MEA nach 24 h synthetisiert werden. Mit Rohextrakt konnten maximal 50 %, 

allerdings schon nach 30 min, erzielt werden. Bei 37 °C ist die Selektivität von gereinigtem Alip2-

6hp und dem Enzym in Tritonzellen nahezu identisch. Bei Raumtemperatur konnten mit dem 

gereinigten Enzym allerdings auch schon 96 % MEA nach nur 30 min synthetisiert werden. 

Die Immobilisierung von Enzymen kann für die biotechnologische und ökologische Anwendung von 

Vorteil sein, da sich die Eigenschaften der Enzyme verbessern können, in dem sich z.B. die 

Thermostabilität erhöht. Außerdem ermöglicht sie eine effektive Trennung des Enzyms von den 
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Reaktionsprodukten und seine Wiederverwendung in mehreren Reaktionszyklen bzw. der Einsatz in 

einem kontinuierlichen Verfahren. 

In dieser Arbeit wurden zwei unterschiedliche Methoden der Immobilisierung verwendet. Die mit 

Triton-X100 behandelten Ganzzellkatalysatoren wurden mittels LentiKats® immobilisiert bzw. die 

gereinigten freien Enzyme an Carrier adsorbiert. Nach der Herstellung der Immobilisate lagen somit 

fünf unterschiedliche Enzymformulierungen vor: Rohextrakt, Triton-Zellen, immobilisierte Triton-

Zellen (LentiKats®), gereinigtes freies Enzym und immobilisiertes gereinigtes Enzym (Beads). Mit 

den Enzymformulierungen wurde eine biochemische Charakterisierung durchgeführt. Es zeigte sich, 

dass Beads und Triton-Zellen das Temperaturoptimum erhöhen. Beads und LentiKats® verschieben 

das Substratspektrum hin zu kurzkettigen pNP-Estern und die Verwendung von Beads, Triton-Zellen 

und LentiKats® führt dazu, dass Cofaktoren keine inhibierende Wirkung mehr zeigen. Demzufolge 

konnte eine Verbesserung der Enzymstabilität durch Verwendung von ganzen Zellen und 

immobilisierten Enzymen erreicht werden. Die Änderung der Eigenschaften von Enzymen nach ihrer 

Immobilisierung konnte bereits nachgewiesen werden. Wenn Enzyme immobilisiert sind, nimmt ihre 

Aktivität oft ab und die Substratspezifität wird verringert. Bei immobilisierten Enzymen wurde 

beobachtet, dass die Enzymaktivität gegenüber Substraten mit höherem Molekulargewicht deutlich 

reduziert wird, da sterische Hindernisse die Annäherung des Substrats an das Enzymmolekül 

erschweren. Allerdings ist die Aktivität der immobilisierten Enzyme gegenüber Substraten mit 

niedrigem Molekulargewicht nicht wesentlich verändert, da das Substrat leicht für das Enzym 

zugänglich ist. In einigen Fällen ändert sich die optimale Temperatur der enzymatischen Reaktion 

nach der Immobilisierung. Es wurde beobachtet, dass die Optimaltemperaturen von immobilisierten 

Enzymen um ein Vielfaches höher sein können als die von nativen Enzymen. Eine Erklärung für die 

erhöhte Stabilität könnte auf die Tatsache zurückzuführen sein, dass eine Immobilisierung die 

thermische Bewegung des Enzyms bei höheren Temperaturen einschränkt. Infolgedessen kann eine 

thermische Denaturierung bei höheren Temperaturen mit einem immobilisierten Enzym erst später 

auftreten. Allerdings kann es auch vorkommen, dass sich die optimale Temperatur nach der 

Immobilisierung nicht ändert. Dass Cofaktoren keine inhibierende Wirkung mehr auf die 

Immobilisate zeigen, lässt sich wiederum mit sterischen Hinderungen erklären 216. Generell wurde 

die verbesserte Stabilität von Enzymen unter Verwendung von Carriern schon häufig nachgewiesen 

217–219. 

Anschließend wurde alle fünf Enzymformulierungen mittels Rührzelle auf ihre Fähigkeit zur 

Monoestersynthese mit dem Substrat DEA untersucht. Außer bei den mit Beads immobilisierten 
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Enzymen konnte mit allen anderen Enzymformulierungen immer die Synthese von MEA 

nachgewiesen werden. Die höchste Produktkonzentration wurde unter Einsatz des nicht 

immobilisierten freien Enzyms Alip2-6hp gemessen (unabhängig von der Substratkonzentration). 

Dass bei manchen der Enzymformulierungen keine oder nur geringe MEA-Ausbeuten gemessen 

werden konnten, hängt wahrscheinlich mit den Reaktionsbedingungen zusammen. Das Experiment 

wurde bei Raumtemperatur durchgeführt, sodass die Temperatur teilweise deutlich unter dem 

Temperaturoptimum der Enzyme lag. Unter Berücksichtigung des Temperaturoptimums sind noch 

schnellere Umsetzungen zu erwarten.  

Nach der enzymatischen Reaktion könnte über einen Filtrations- und Waschschritt das 

Reaktionsgemisch mit Produkt von den Enzymen getrennt und wiederverwendet werden. Die 

Filtration über die Rührzelle ist bei den verwendeten Enzymformulierungen allerdings nur für das 

gereinigte freie Enzym und den Rohextrakt notwendig, da sich die anderen Enzymformulierungen 

aufgrund ihrer Größe auch über andere Methoden abtrennen lassen. Zum direkten Vergleich im 

identischen Versuchsaufbau wurde für alle Ansätze die Rührzelle verwendet. Als beste 

Enzympräparation hat sich das gereinigte freie Enzym gezeigt. Dieses bietet den Vorteil, dass sich 

im Reaktionsansatz keine weiteren Enzyme befinden, die die Disäure AS synthetisieren können. Der 

Nachteil besteht darin, dass das Enzym vor Verwendung gereinigt werden muss und eine geringere 

Stabilität gegenüber immobilisierten Enzymen hat. Des Weiteren muss auch immer der zeitliche und 

finanzielle Aufwand mit einkalkuliert werden. 

Generell lässt sich festhalten, dass die Spezifität von Alip2-6hp unter Einsatz des gereinigten Enzyms 

herausragend ist. Es wird ausschließlich MEA synthetisiert. Unter Nutzung noch höherer 

Substratkonzentrationen könnten die synthetisierten Konzentrationen an MEA noch weiter erhöht 

werden. Hierfür ist jedoch die Konstanthaltung des pH-Werts aufgrund der Säure-Bildung 

erforderlich. 

 

4.6. Ausblick 

In dieser Arbeit wurden die drei Gene ALIP2, BEST1 und BEST2 aus dem Genom von 

B. raffinosifermentans LS3 isoliert und erfolgreich in B. raffinosifermentans G1212 überexprimiert. 

Durch die Ausstattung der Proteine mit einem C-terminalen oder N-terminalen 6xHistidin-Tag gelang 

die affinitätschromatographische Aufreinigung der intrazellulären Enzyme von Alip2-6hp, 6h-Best1p 
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und 6h-Best2p. Es erfolgte die biochemische Charakterisierung, die Bestimmung des 

Substratspektrums, sowie ihre Klassifizierung. Außerdem wurden die Kultivierungsbedingungen zur 

Produktion der Enzyme Alip2-6hp und 6h-Best2p im Schüttelkolben und Bioreaktor optimiert. Mit 

beiden Stämmen wurden Enzymaktivitäten und Enzymausbeuten erzielt, mit denen eine größere 

Produktion im technischen Maßstab zur industriellen Anwendung möglich ist. Von allen getesteten 

Enzympräparaten mit den untersuchten Diestern hydrolysiert nur das gereinigte freie Alip2-6hp das 

Substrat DEA selektiv zum Monoester MEA. 

Um Alip2-6hp tatsächlich im industriellen Maßstab einsetzten zu können, sollte die 

Wiederverwendbarkeit des Enzyms getestet werden. Je mehr Reaktions-Zyklen das Enzym 

durchlaufen kann, umso seltener muss das Enzym gereinigt werden, was bei jeder Reinigung 

Aufwand und Kosten bedeuten würde. Es bietet sich auch an zu untersuchen, ob das Protein mit einer 

Sekretionssequenz versehen werden kann, um es einfacher aus dem Überstand isolieren zu können. 

Zudem sollten weitere Methoden zur Immobilisierung des Enzyms getestet werden, da die in dieser 

Arbeit verwendeten Immobilisierungs-Methoden im Vergleich zum freien gereinigten Enzym in 

Bezug auf Aktivität und Selektivität deutlich schlechter abgeschnitten haben. Eine verbesserte 

Stabilität des Enzyms aufgrund einer Immobilisierung bietet in industriellen Prozessen definitiv 

Vorteile. Ebenso muss untersucht werden, wie sich das Enzym und die Ausbeute an MEA verhalten, 

wenn der Reaktionsansatz auf ein für den industriellen Maßstab notwendiges Volumen und 

Konzentrationen an DEA erhöht werden. Für die industrielle Anwendung sollte ein kontinuierliches 

Reaktionsverfahren entwickelt werden, das Kosten und Zeit sparen kann. Das immobilisierte Enzym 

könnte in sich wiederholten Reaktionsansätzen verwendet werden. Alternativ könnte auch nach dem 

ersten Reaktionszyklus neues Substrat zugegeben werden, während die Produktlösung entsprechend 

der NaOH-Zugabe zur Konstanthaltung des pH-Wertes entfernt wird. Bevor der erhaltene Monoester 

MEA als reines Produkt gewinnbringend verkauft werden kann, muss dieses noch aus dem 

Reaktionsansatz isoliert werden. 

In der Zukunft wäre auch eine Untersuchung der biologischen Funktion der Enzyme interessant. Alle 

drei identifizierten Enzyme sind intrazellulär lokalisiert. Bei den meisten Lipasen handelt es sich um 

extrazelluläre Enzyme. Intrazelluläre Lipasen sind dafür bekannt, an der Hydrolyse von Triglyzeriden 

aus Fetttropfen mitzuwirken. Ob dies auch auf Alip2 6hp zutrifft, sollte weiter untersucht werden. 
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ANHANG 

 

 

Abbildung 38: Hydrolyse von DEA im Zeitverlauf durch käufliche Lipasen. Verwendet wurden die Lipasen von P. cepacia (A), 

N. farcinica (B) und R. arrhizus (C). DEA (Rauten), MEA (Quadrate) und AA (Dreiecke). Das Experiment wurde von dem 

Projektpartner Orgentis Chemicals GmbH durchgeführt 215. 

 

 

Abbildung 39: Hydrolyse von DEA durch käufliche Lipasen. Verwendet wurden die Lipasen von C. rugosa, P. cepacia, R. arrhizus, 

Schweineleber, C. antarctica, B. subtilis A, P. fluorescens A, P. barcinonensis, P. calidifontis, N. farcinica und A. niger. DEA 

(schwarz), MEA (dunkelgrau) und AA (hellgrau). Das Experiment wurde von dem Projektpartner Orgentis Chemicals GmbH 

durchgeführt 215. 


