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1 Einleitung 

Seit der Antike werden Enzyme aus natürlichen Quellen in der Produktion von Nahrungs-

mitteln wie beispielsweise Käse, Sauerteig, Wein und Essig verwendet. Darüber hinaus 

fanden sie Anwendung bei der Herstellung von Bedarfsgütern, wie Leder, Indigo und 

Leinen. All diese Prozesse basierten auf Enzymen, die entweder durch spontan 

wachsende Mikroorganismen bereitgestellt oder durch die Zugabe verschiedener 

Präparationen beigemengt wurden. Letzteres war beispielsweise die Verwendung von 

Kälberlab oder Papayafrüchten. All diese Anwendungen hatten gemeinsam, dass die 

Enzyme weder in reiner noch in einer gut verstandenen Form verwendet wurden. (Kirk et 

al. 2002) 

Im Laufe der vergangenen zwei Jahrhunderte ermöglichte die Entwicklung von 

spezifischen Bioprozessen eine gezieltere Herstellung von Enzymen. Durch die Selektion 

verschiedener Produktionsstämme konnten zum ersten Mal auch große Mengen 

definierter und gut charakterisierter Enzympräparationen bereitgestellt werden. In diesem 

Kontext wurde 1874 im dänischen Kopenhagen von Christian Hansen das bis heute 

agierende gleichnamige Unternehmen (Chr. Hansen) gegründet, welches die ersten 

definierten Enzymmischungen für die Käseindustrie produzierte. Diese Entwicklung 

bereitete den Weg für die Einführung großtechnischer enzymkatalysierter Reaktionen in 

verschiedenen Industriezweigen. (Bornscheuer & Buchholz 2005) 

Trotz dieser lange zurückliegenden ersten industriellen Anwendungen von Enzymen 

führte erst die in den 1970igern aufkommende Gentechnik zu einer enormen Verbreiter-

ung der Einsatzmöglichkeiten von Biokatalysatoren. Durch den Einsatz rekombinanter 

Mikroorganismen war es möglich die Produktionskosten von Enzymen deutlich zu 

reduzieren (Bornscheuer et al. 2012). Dies zeigt sich heute an der Tatsache, dass mit 

Ausnahme der Nahrungsmittelindustrie fast alle als Biokatalysatoren genutzten Enzyme 

rekombinant hergestellt werden (Buchholz et al. 2012). Neben der Senkung der 

Produktionskosten brachte die moderne Biotechnologie auch die Möglichkeit, Enzyme zu 

verändern. Hierdurch wurde es nicht nur ermöglicht diese Biokatalysatoren für eine 

Anwendung in bereits existierenden Prozessen anzupassen, sondern auch für die Lösung 

von bisher unzugänglichen synthetischen Problemen zu gestalten (Bornscheuer et al. 

2012). Die Option maßgeschneiderte Enzyme bereitzustellen führte dadurch zu einer 

zusätzlichen Revolution ihres Einsatzes als Biokatalysatoren, wodurch Enzyme 

Engineering zu einer Schlüsseltechnologie der industriellen Biokatalyse avancierte.  
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2 Problemstellung und Zielsetzung 

Chirale Verbindungen sind wichtige Bausteine für die Synthese bioaktiver Substanzen wie 

beispielsweise Pharmazeutika, Lebensmittelzusatzstoffe, Futtermittel und Agro-

chemikalien. Für die Herstellung von chiralen Molekülen ist die asymmetrische Reduktion 

von Alkenen von industrieller Relevanz, da in einem Schritt bis zu zwei chirale Zentren 

gebildet werden können (Stuermer et al. 2007). Während die syn-Hydrierung von Alkenen 

mit klassisch-chemischen Verfahren industriell etabliert ist, stellt deren anti-Hydrierung 

eine große Herausforderung für die chemische Katalyse dar und befindet sich noch im 

Entwicklungsstadium (Faísca Phillips & Pombeiro 2017). Trotz der meist anspruchsvollen 

und arbeitsintensiven Synthese chiraler Liganden, weisen chemische Katalysatoren 

häufig geringe Regioselektivitäten auf. Dies limitiert ihre Anwendbarkeit und macht den 

Einsatz von Schutzgruppen und die damit einhergehenden zusätzlichen Syntheseschritte 

oft unvermeidbar, was aus ökologischer und ökonomischer Sicht unvorteilhaft ist (Sheldon 

& Woodley 2018). 

Eine umweltfreundlichere und wirtschaftlich interessantere Alternative stellt die bio-

katalysierte Reduktion von Alkenen dar. Dabei werden die Doppelbindungen der Alkene 

mit Hilfe von Enreduktasen (ER) anti-spezifisch hydriert. ER sind von industriellem 

Interesse, da sie diese Reaktion mit einer hohen Regio-, Stereo- und Enantioselektivität 

katalysieren und dabei ein breites Substratspektrum akzeptieren (Toogood et al. 2010, 

Durchschein et al. 2013, Toogood & Scrutton 2014). Diese Substrate sind Alkene mit einer 

konjugierten elektronenziehenden Gruppe (EZG), wie beispielsweise α, β-ungesättigte 

Ketone, Aldehyde, Carbonsäuren, Ester, Imide, Nitrile und Nitrate (Toogood et al. 2010). 

Trotz dieser positiven Eigenschaften der Biokatalysatoren zeichnet sich eine weit 

verbreitete industrielle Anwendung von ER momentan noch nicht ab. Ein Hauptgrund 

hierfür ist die Cosubstratpräferenz dieser Enzyme. Für die Reduktion von Kohlenstoff-

doppelbindungen benötigen ER das Cosubstrat Nicotinamidadenindinukleotid(phosphat) 

(NAD(P)H), welches als Transportmetabolit zur Elektronenübertragung dient. Die 

überwiegende Mehrheit der ER bevorzugen dabei NADPH über NADH (Toogood et al. 

2010). Für eine industrielle Anwendung wird hingegen NADH aufgrund seiner geringeren 

Kosten, höheren Stabilität und vielseitigeren Rezyklierungsmöglichkeiten bevorzugt (Wu 

et al. 1986, Uppada et al. 2014, You et al. 2017). 

Daher war das Ziel dieser Arbeit, das Cosubstrat-Bindeverhalten von ER mittels eines 

semi-rationalen Ansatzes zu verändern, so dass ein effizienter Einsatz von NADH 

ermöglicht wird. Semi-rationale Ansätze sind in diesem Kontext vorteilhaft, da sie weder 

ein detailliertes Vorwissen über die Cosubstrat-Bindetasche benötigen, noch einen hohen 
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Durchmusterungsaufwand mit sich bringen (You et al. 2017). Aufgrund vorangegangener 

erfolgreicher Beispiele in anderen Enzymfamilien (Chánique & Parra 2018) bietet sich die 

semi-rationale Methode des Austauschs von Loop-Regionen hierfür besonders an. Dabei 

werden die flexiblen Loop-Regionen eines Zielenzyms durch die entsprechenden 

Bereiche homologer Enzyme ersetzt, welche ein vorteilhaftes Cosubstrat-Bindeverhalten 

besitzen. Als Zielenzym wurde die cyanobakterielle Enreduktase 1 aus Nostoc sp. 

PCC7120 (NostocER1) ausgewählt, da sich diese ER durch ein breites Substratspektrum 

und exzellente Stereoselektivität auszeichnet. Darüber hinaus besitzt NostocER1 sehr 

hohe Reaktionsgeschwindigkeiten mit dem bevorzugten Cosubstrat NADPH, was auf eine 

wünschenswerte hohe Reduktionsgeschwindigkeit der Kohlenstoffdoppelbindungen 

schließen lässt. Wie die meisten ER besitzt die NostocER1 jedoch eine starke Präferenz 

für NADPH (Fu et al. 2013), wodurch sie sich besonders für dieses Forschungsvorhaben 

eignet.  

Trotz der weitaus niedrigeren Kosten von NADH im Vergleich zu NADPH wäre die 

wirtschaftliche Umsetzung eines Bioprozesses unter einem stöchiometrischen Einsatz 

dieses Cosubstrats schwer realisierbar (Kara & Langermann 2018). Daher ist der Einsatz 

einer Methode zur Cosubstratregenerierung unabdingbar. Aus diesem Grund wurden  

NostocER1-Varianten mit einem gezielt gestalteten NADH-Bindeverhalten mit einer 

Formiatdehydrogenase zur Rezyklierung des Cosubstrats NADH mit Escherichia coli 

bereitgestellt und für die Synthese einer Feinchemikalie von industrieller Relevanz 

angewendet. Hierfür wurde die Reduktion von (R)-Carvon zu Dihydrocarvon ausgewählt, 

da Dihydrocarvone unter anderem Schlüsselbausteine in der Synthese von Antimalaria-

Wirkstoffen (Dong et al. 2010) und Naturstoffen, wie beispielsweise der Terpenderivate 

Thujopsen oder Decipienin (Silva et al. 2012), sind. 

Im ersten Teil der Arbeit wird daher das Wissen über die NostocER1 vertieft, um darauf 

aufbauend gezielt Einfluss auf das NADH-Bindeverhalten dieses Enzyms zu nehmen. Im 

zweiten Teil der Doktorarbeit wurden die veränderten NostocER1-Varianten in einem 

skalierbaren Bioprozess bereitgestellt und für die Reduktion von (R)-Carvon eingesetzt. 

Somit ergaben sich folgende Arbeitsschritte: 

 Kinetische Charakterisierung der NostocER1 mit den beiden Cosubstraten NADH 

und NADPH, Untersuchungen zur thermischen Stabilität und zur pH-Abhängigkeit 

 Identifikation von Einflussfaktoren auf die rekombinante Expression dieser Reduk-

tase in E. coli zur Gewährleistung einer reproduzierbaren Bereitstellung 

 Gestaltung des Cosubstrat-Bindeverhaltens der NostocER1 zur Steigerung der 

Aktivität des Biokatalysators mit dem industriell bevorzugten Cosubstrat NADH 
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 Skalierbare Bereitstellung der gestalteten NostocER1-Varianten zusammen mit 

einer Formiatdehydrogenase zur Cosubstratregenerierung in Escherichia coli 

 Skalierbare biokatalytische Reduktion von (R)-Carvon in einem Rührkesselreaktor 

 



3.1 Enzymkatalyse in der organischen Synthese 5 

 

3 Theoretische Grundlagen  

3.1 Enzymkatalyse in der organischen Synthese 

Der Einsatz von Katalysatoren ist ein wichtiges Element, um eine Vielzahl von Synthesen 

energetisch und wirtschaftlich zu ermöglichen. Dabei werden in der organischen Synthese 

neben Säure-, Base- und Metallkatalysatoren immer häufiger Biokatalysatoren eingesetzt 

(Nestl et al. 2014). So kommen biokatalytische Syntheseschritte, in vitro oder in vivo, bei 

der Herstellung einer Vielzahl chemischer Produkte zur Anwendung (Meyer & Turner 

2009). Diese sind zum Beispiel Feinchemikalien, Pharmazeutika, Nahrungsergänzungs-

mittel, Kosmetika, Agrochemikalien, Polymere oder Kraftstoffe (Schmid et al. 2001, Meyer 

& Turner 2009). Insbesondere bei der Synthese von Molekülen mit einer hohen 

strukturellen Komplexität, was meist bei Pharmazeutika der Fall ist, gestaltet sich die 

Herstellung über rein chemosynthetische Routen zum Teil äußerst schwierig (Classen & 

Pietruszka 2018). Hier ist der Einsatz von Biokatalysatoren ausgesprochen nützlich, um 

in Kombination mit chemischen Katalysatoren ökonomisch und ökologisch sinnvolle 

Synthesewege zu ermöglichen (Classen & Pietruszka 2018).  

3.1.1 Vorteile enzymkatalysierter Synthesen 

Der Einsatz von Enzymen in der organischen Synthese bringt einige Vorteile gegenüber 

klassisch chemischen Katalysatoren mit sich. So sind Enzyme sehr effiziente Katalysa-

toren, welche die Reaktionen um Faktoren von 108 bis 1010 verglichen zur entsprechenden 

unkatalysierten Konfiguration beschleunigen. Damit übertreffen sie im Mittel die Werte von 

chemischen Katalysatoren (Wolfenden & Snider 2001). Des Weiteren sind Enzyme 

vollständig biologisch abbaubar und dadurch umweltschonender als chemische 

Katalysatoren, die beispielsweise Schwermetalle beinhalten. Darüber hinaus funktionieren 

die meisten Enzyme unter relativ milden Bedingungen (pH 5 – 8 und 20 – 40 °C), was das 

Risiko von Nebenreaktionen der Edukte und Produkte minimiert und die Kosten der 

Prozessführung senkt (Nestl et al. 2014). Abgesehen von Proteasen können Enzyme 

durch ihre gemeinsame Funktion unter ähnlichen, milden Bedingungen relativ leicht 

miteinander kombiniert werden. Hierdurch können Syntheserouten vereinfacht und 

Gleichgewichte in Richtung von gewünschten Produkten verschoben werden (Ricca et al. 

2011). Darüber hinaus katalysieren Enzyme häufig die Umwandlung eines breiten 

Spektrums von Substraten. So gibt es heutzutage für fast jeden Typ von organischer 

Reaktion eine enzymkatalysierte Möglichkeit (Faber 2011). Ferner ist ein großer Vorteil 

von Enzymen ihr hohes Maß an Selektivität. Viele Enzyme sind chemoselektiv, sodass 
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nur eine funktionelle Gruppe reagiert und alle weiteren reaktiven Gruppen des Substrats 

unverändert bleiben. Des Weiteren sind einige Enzyme aufgrund ihrer komplexen 

dreidimensionalen Struktur regioselektiv. Dies bedeutet, dass auch bei Substraten mit 

mehreren gleichen funktionellen Gruppen selektiv nur eine dieser Gruppen reagiert 

(Koeller & Wong 2001). Enzyme sind, aufgrund ihres Aufbaus aus chiralen Aminosäuren, 

chirale Katalysatoren, wodurch die Stereoinformation eines Substrats im Enzym-Substrat-

Komplex erkannt oder gebildet werden kann. Dies ermöglicht enzymkatalysierte 

asymmetrische Synthesen von höchstem wirtschaftlichen Interesse (Koeller & Wong 

2001).  

3.1.2 Hürden enzymkatalysierter Synthesen 

Trotz der in Kapitel 3.1.1 genannten Vorteile wird der synthetische Einsatz von Enzymen 

durch verschiedene Hürden erschwert. So kommen Enzyme natürlich in nur einer enantio-

meren Form vor, wodurch nur eine enantiomere beziehungsweise diastereomere Form 

des Produkts gebildet werden kann. Will man die ‚gedrehte‘ Stereoinformation generieren, 

ist es im Gegensatz zu chemischen Katalysatoren nicht möglich das Enantiomer zu 

verwenden. In den meisten Fällen muss ein Enzym mit der entgegengesetzten 

Stereoselektivität identifiziert werden oder dieses durch Methoden der Enzymveränderung 

zugänglich gemacht werden (Mugford et al. 2008). Die milden Reaktionsbedingungen bei 

denen Enzyme funktionsfähig sind können sich bei geringen Reaktionsgeschwindigkeiten 

als Nachteil herausstellen. Radikale Änderungen des pH oder der Temperatur führen 

meist zur Deaktivierung der Enzyme und stehen dadurch nicht als Optionen der 

Prozessänderung zur Verfügung (Phillips 1996). Das natürliche Solvent der Enzyme, 

Wasser, ist durch seine hohe Reaktivität, hohe Verdampfungswärme und seinen relativ 

hohen Siedepunkt aus chemischer Sicht für viele Anwendungen ungeeignet (Klibanov 

1990). Darüber hinaus benötigen viele Enzyme, insbesondere die organochemisch 

interessanten Oxidoreduktasen, natürliche Cofaktoren. Diese sind jedoch sehr teuer, 

wenig stabil, selten ersetzbar und ihre Regeneration ist ein zusätzlicher Schritt, der in 

einem Prozess mit berücksichtigt werden muss (Sellés Vidal et al. 2018). Zusätzlich 

können enzymatische Reaktionen Substrat- oder Produktinhibitionen ausgesetzt sein, 

welche ihre Effizienz senken (D'Arrigo et al. 1998).  

3.1.3 Enzymklassen 

Die im Laufe des vergangenen Jahrhunderts rapide wachsende Anzahl entdeckter und 

charakterisierter Enzyme machte die Etablierung einer einheitlichen Enzymnomenklatur 

unausweichlich. Daher wurde eine international einheitliche Klassifizierung der Enzyme 
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auf Basis der von ihnen katalysierten Reaktionen eingerichtet. Insgesamt wurden 

hierdurch sechs übergeordnete Reaktionsklassen definiert, welche in Tabelle 3.1 

aufgelistet werden. Darauf aufbauend wird jedes Enzym in zusätzliche Unterklassen 

kategorisiert, wodurch ein enzymspezifischer vierzahliger Schlüssel, die Enzyme 

Classification (EC)-Nummer entsteht. Zusätzlich hierzu wird jedem Enzym eine 

systematische Bezeichnung zugeordnet, welche die katalytische Aktivität so exakt wie 

möglich beschreibt. (Castiglione 2018) 

Tabelle 3.1: Die sechs übergeordneten Reaktionsklassen der von der International 

Union of Biochemistry im Jahr 1961 etablieren Klassifizierung von 

Enzymen. 

 

Mit der Entwicklung zusätzlicher Messtechniken zur Enzymcharakterisierung, sowie dem 

Aufkommen und der stetigen Weiterentwicklung der Bioinformatik ergaben sich 

ergänzende Klassifizierungsmöglichkeiten. So werden Enzyme beispielsweise nach ihren 

Überfamilien gruppiert, welche sich durch Übereinstimmungen der Aminosäuresequenz, 

der räumlichen Struktur oder dem Auftreten bestimmter Domänen definieren. (Buchholz 

et al. 2012) 

3.1.4 Oxidoreduktasen als industrielle Biokatalysatoren 

Oxidoreduktasen (EC 1) katalysieren die Oxidation einer chemischen Spezies, welche 

dabei als Elektronen-Donor fungiert, bei simultaner Reduktion einer zweiten, elektronen-

akzeptierenden Spezies. Mehr als 30 % der in der Braunschweig Enzyme Database 
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(BRENDA) hinterlegten Enzyme katalysieren diese nach der allgemeinen Gleichung 

A- + B → A + B- ablaufende Reaktion. Damit stellen Oxidoreduktasen die größte Gruppe 

der sechs EC-Klassen in dieser Datenbank dar. (Sellés Vidal et al. 2018) 

Als Substrate können diesen Enzymen nicht nur organische Verbindungen wie 

beispielsweise Alkene, Alkohole, Amine oder Ketone dienen, sondern auch anorganische 

Verbindungen wie beispielsweise Sulfit und Metalle wie Quecksilber (Martínez et al. 2017).  

So konnte diese Enzymklasse bereits in einer Vielzahl industriell relevanter Reduktions- 

und Oxidationsprozessen angewendet werden (Gröger & Asano 2012). Beispiele durch 

Oxidoreduktasen katalysierter Reaktionen finden sich in Abbildung 3.1 wieder. 

 

Abbildung 3.1: Übersicht einer Auswahl industriell relevanter Reaktionen, die von 

Oxidoreduktasen (EC 1) katalysiert werden (Gröger & Asano 2012). 

EZG: Elektronenziehende Gruppe. 

Aufgrund der großen Bedeutung asymmetrischer Reduktionen für die organische 

Synthese, wurde die industrielle Anwendung von Oxidoreduktasen bei diesen Reaktions-

typen frühzeitig etabliert. Ein Beispiel stellt die Reduktion von Carbonylfunktionen zu 

Alkoholen durch Ketoreduktasen dar, welche bereits seit mehr als zwei Jahrzehnten in der 

organischen Synthese Anwendung finden (Munoz Solano et al. 2012). Eine industrielle 

Nutzung von Enreduktasen zur selektiven Reduktion von Kohlenstoff-Doppelbindungen 

deutet sich durch die Patentierung verschiedener Anwendungen mit diesen Oxido-

reduktasen im Laufe des letzten Jahrzehnts an (Gröger & Asano 2012).  

Zusätzlich zu den verschiedenen etablierten Reduktionsreaktionen wurde die Nutzung von 

Oxidoreduktasen katalysierten Oxidationen eruiert. Auch für diese Reaktionstypen 

konnten Enzyme identifiziert werden, welche selbst bei der Verwendung von unfunktionali-

sierten Substraten eine hervorragende Stereoselektivität aufweisen (Gröger & Asano 

2012). Darüber hinaus ermöglichen sie die Verwendung von kostengünstigen 
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Oxidationsmitteln wie beispielsweise molekularem Sauerstoff (Gröger & Asano 2012). So 

ist es wenig verwunderlich, dass ein Großteil der industriell durchgeführten 

Hydroxylierungen von Steroiden durch Oxidoreduktasen katalysiert werden (Kardinahl et 

al. 2006). Des Weiteren konnten Oxidoreduktasen eingesetzt werden um 

chemosynthetisch schwer zugängliche Verbindungen herzustellen. So sind die 

verschiedenen chemisch-katalytischen Oxidationen primärer Alkohole arbeitsintensiv und 

führen teilweise zur Bildung toxischer Nebenprodukte (May 1999). Diese Nachteile 

konnten durch den Einsatz von Biokatalysatoren umgangen werden (May 1999).  

3.1.5 Cosubstratregenerierung 

Fast alle Oxidoreduktasen benötigen Cosubstrate zur Entfaltung ihrer katalytischen 

Aktivität. Diese dienen für den Transport von Elektronen, Hydridionen, Wasserstoff, 

Sauerstoff, sowie anderer Atome und kleiner Moleküle. Die überwiegende Mehrheit der 

Oxidoreduktasen benötigt dabei Nicotinamid-basierende Cosubstrate (Wu et al. 2013, 

Sellés Vidal et al. 2018). Aufgrund der hohen Kosten ist die wirtschaftliche Umsetzung 

einer Biotransformation unter einem stöchiometrischen Einsatz der Cosubstrate kaum 

realisierbar. Daher ist die Integration von Methoden zur Cosubstratregenerierung in 

Oxidoreduktase-katalysierte Prozesse meist unumgänglich (Sellés Vidal et al. 2018). 

Hierbei unterscheidet man allgemein zwischen chemischen und biologischen Verfahren 

(Uppada et al. 2014). Chemische Ansätze haben den Vorteil, dass sie zum Teil eine hohe 

Energieeffizienz vorweisen können, wie beispielsweise durch die direkte Nutzung von 

Elektronen bei elektrochemischen Ansätzen, oder wie bei der direkten chemischen 

Regenerierung durch den Einsatz günstiger Reagenzien preisliche Vorteile liefern (Kara 

& Langermann 2018). Da sie jedoch zu unerwünschten Nebenreaktionen neigen, sowie 

durch geringe Wechselzahlen eine meist ungenügende Produktivität aufweisen, finden 

chemische Verfahren nur selten Anwendung (Kara & Langermann 2018). Aus diesem 

Grund kommen häufiger biokatalytische Verfahren zur Cosubstratregenerierung zum 

Einsatz. Durch ihre universelle Anwendbarkeit sind in diesem Kontext Enzym-gekoppelte 

Ansätze weit verbreitet. Dabei wird das Cosubstrat durch ein zweites Regenerierungs-

enzym rezykliert, welches für diese Regenerierungsreaktion der gewünschten 

Hauptreaktion beigefügt wurde. Dies erfolgt unter Verbrauch eines Coedukts. Abbildung 

3.2 zeigt schematisch die Rezyklierung von NAD(P)H nach einer Enreduktase-

katalysierten Reduktion eines Alkens. 
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Abbildung 3.2: Enzym-gekoppelter Ansatz für die Rezyklierung von NAD(P)H. Als 

beispielhafte Hauptreaktion wird die durch Enreduktasen katalysierte 

Reduktion einer Kohlenstoff-Doppelbindung dargestellt, wobei das 

Cosubstrat NAD(P)H oxidiert wird. Dieses wird in einer gekoppelten Re-

generierungsreaktion über ein zweites Enzym und unter dem Verbrauch 

eines für diesen Zweck beigefügten Coedukts rezykliert. EZG: Elektro-

nenziehende Gruppe. 

Im Idealfall weisen Hauptenzym und Regenerierungsenzym unterschiedliche Subtrat-

spektren auf, sodass keine Kreuzreaktionen durch die Regenerierung verursacht werden. 

Des Weiteren darf das verwendete Coedukt keine negativen Auswirkungen auf die 

eingesetzten Enzyme haben und sollte kostengünstig sein. Unter Berücksichtigung dieser 

Anforderungen wurden verschiedene Enzyme für diesen Zweck identifiziert. (Zhao & van 

der Donk 2003) 

Die Formiatdehydrogenasen (FDHs, EC 1.2.1.2) stellen ein Beispiel für eine Gruppe von 

Enzymen dar, welche diese Bedingungen bei der Regenerierung von reduzierten 

Nicotinamid-basierten Cosubstraten erfüllen (Kara et al. 2014). FDHs katalysieren die 

Oxidation von Formiat (Coedukt) zu CO2 (Coprodukt) wodurch NAD(P)+ zu NAD(P)H 

reduziert wird. Da Formiat kostengünstig ist, sowie Coedukt und Coprodukt in der Regel 

keine negativen Auswirkungen auf die Enzyme besitzen, eignen sich FDHs sehr gut zur 

Cosubstratregenerierung (Wichmann & Vasic-Racki 2005). Darüber hinaus tritt der 

Großteil des gebildeten CO2 aus dem Reaktionsmedium aus, was zu einer günstigen Lage 

des Gleichgewichts der Regenerierungsreaktion führt (Wichmann & Vasic-Racki 2005). 

Nachteile der FDHs sind ihre häufig geringe Aktivität und Stabilität, sowie eine starke 

Präferenz für das nicht-phosphorylierte Cosubstrat NAD+ (Kara & Langermann 2018). 

Diese Charakteristika konnten jedoch bereits durch die Identifizierung von FDHs aus 

neuen Mikroorganismen (Wichmann & Vasic-Racki 2005) und die Anwendung von 

Methoden der Enzymveränderung beeinflusst werden (Gul-Karaguler et al. 2001, Tishkov 

& Popov 2006, Hoelsch et al. 2013). 
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3.2 Enzyme Engineering 

Die Bedingungen, denen Biokatalysatoren in industriellen Prozessen ausgesetzt sind, 

unterscheiden sich meist sehr von denjenigen in ihrer natürlichen Umgebung (Woodley 

2013). Um den kosteneffektiven Einsatz trotzdem zu ermöglichen, besteht eine 

Möglichkeit darin, die Biokatalysatoren an die Anforderungen der industriellen Prozesse 

anzupassen (Bornscheuer et al. 2012). Geschieht dies auf Enzymebene spricht man vom 

Enzyme Engineering (Bornscheuer et al. 2012). 

Als erste Methode um Enzyme zu manipulieren und für die entsprechende Anwendung 

maßzuschneidern, hat sich vor ungefähr drei Jahrzenten die Gerichtete Evolution 

entwickelt (Lutz & Bornscheuer 2008). Traditionell wird hierbei ein zweistufiges Protokoll 

angewendet. In einem ersten Schritt wird molekulare Diversität durch die Einführung 

zufälliger Mutationen in einem Zielgen erzielt. Daraufhin wird in einem zweiten Schritt die 

entstandene Bibliothek nach der gewünschten Verbesserung des Phänotyps untersucht 

(Lutz 2010). Nachteilig hierbei ist, dass sich die Identifikation dieser Verbesserungen bei 

der Einführung zufälliger Mutationen jedoch als äußerst schwierig gestaltet. Selbst die 

Untersuchung von mehreren Millionen Varianten repräsentiert nur einen Bruchteil des 

möglichen Sequenzraumes, wodurch die Wahrscheinlichkeit einen Treffer zu identifizieren 

sehr gering wird. Hinzu kommt die Redundanz des genetischen Codes, welche die 

tatsächliche Anzahl an Enzymvarianten in der Bibliothek durch stille Mutationen weiter 

einschränkt (Wong et al. 2006). Anstatt mit größeren Bibliotheken und einem höheren 

Aufwand der Durchmusterung auf diese Problematik zu reagieren, geht der Trend im 

Enzyme Engineering zu kleineren und qualitativ hochwertigen Bibliotheken (Lutz 2010). 

Dies wird durch Informationen über die Proteinsequenz, -struktur, -funktion, sowie mittels 

des Einsatzes von prädikativen Algorithmen und Simulationstechniken erreicht. Hierdurch 

kann eine Auswahl an vielversprechenden Aminosäurepositionen und Aminosäureresten 

getroffen werden, was die Bibliothek in ihrer Größe dramatisch reduziert und zugleich ihre 

funktionelle Variabilität erhöht (Lutz 2010). 

3.2.1 Austausch von Loop-Regionen als Optimierungsstrategie 

Eine dieser informationsbasierten Optimierungsstrategien ist der Austausch von Loop-

Regionen. Als Loop-Regionen bezeichnet man die Bereiche zwischen den maßgeblich 

strukturgebenden Sekundärstrukturelementen (α-Helices und β-Faltblätter) der Enzyme. 

Während des katalytischen Prozesses müssen Aminosäurereste, insbesondere die um 

das aktive Zentrum, häufig konformelle Veränderungen durchlaufen. Dies geschieht um 

das Substrat oder Cosubstrat zu binden beziehungsweise freizugeben, den katalytischen 
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Raum und die sich darin befindenden Intermediate während der Reaktion zu schützen und 

zu stabilisieren, sowie die Wechselwirkung katalytisch aktiver Aminosäurereste und 

Reaktanten zu ermöglichen (Kokkinidis et al. 2012). Aufgrund ihrer zum Teil 

ausgesprochen hohen Flexibilität sind Loop-Regionen häufig an diesen konformellen 

Änderungen beteiligt (Nestl & Hauer 2014). Dies wiederum macht sie zu einem 

hervorragenden Ansatzpunkt der Enzymoptimierung. Diese Tatsache wird durch 

Beobachtungen aus der natürlichen Evolution unterstrichen. Vergleicht man die Primär-

strukturen von verwandten Enzymen innerhalb eines Faltungsmusters, so ist die Diversität 

zwischen den wichtigsten strukturgebenden Elementen (α-Helices und β-Faltblättern) 

häufig weit weniger stark ausgeprägt als diejenige der Loop-Regionen (Furnham et al. 

2012). Dies hebt die Bedeutung von Loop-Veränderungen bei der Diversifizierung von 

Enzymen im Laufe natürlicher Evolution hervor (Seibert & Raushel 2005, Furnham et al. 

2012). Im Vergleich zu ‚klassischen‘ Optimierungsstrategien, bei denen in erster Line 

punktuelle Veränderungen einzelner Aminosäuren durchgeführt werden, erhöht der 

Austausch von gesamten Loop-Regionen den Variabilitätsraum deutlich. Aufgrund der 

großen Diversität der Loops haben Loop-Austausche nicht nur Änderungen der 

Aminosäurereste zur Folge sondern bringen auch Insertionen und Deletionen mit sich 

(Bogarad & Deem 1999). Daher ist es wenig überraschend, dass in verschiedenen Studien 

Enzymeigenschaften durch den Austausch von Loops positiv verändern konnten. Bereits 

Ende der 1990iger Jahre konnte der Austausch von Loop-Regionen das Substratspektrum 

einer humanen Hydroxysteroid-Dehydrogenase (HSDH) selektiv verändern. Mit Hilfe einer 

Kristallstruktur der 3α-HSDH konnten drei Loops, die in engem Kontakt mit dem Steroid in 

der Bindetasche stehen, identifiziert werden. Diese wurden anschließend in 

verschiedenen Kombinationen durch die entsprechenden Regionen der 20α-HSDH 

ersetzt, wodurch ein Transfer der Substratspezifität möglich war. (Ma & Penning 1999) 

In einem vergleichbaren System war es möglich, die Aktivität der humanen Aldose-

Reduktase (AD) auf die thermostabile Alkohol-Dehydrogenase D (AdhD) zu übertragen. 

So zeigte der Austausch von zwei Loop-Regionen der AdhD einen Transfer der 

kinetischen Parameter der hAD bei einer gewünschten Beibehaltung der Thermostabilität. 

(Campbell et al. 2013) 

In einer umfangreichen Studie wurden die Loops 2, 4 und 6 der nach einer (β,α)8-Fass-

struktur gefalteten Phosphoribosylanthranilat (PRA)-Isomerase durch die entsprechenden 

Loops einer Vielzahl von Enzymen mit der gleichen Faltung aber äußerst unterschiedlicher 

Herkunft und Aktivität ersetzt. Dabei konnte gezeigt werden, dass je nach generierter 

Bibliothek zwischen 30 und 90 % der Mutanten gefaltet vorlagen (Ochoa-Leyva et al. 

2009). Besonderes Augenmerk wurde bei diesem Loop-Transfer auf die Variabilität der 

‚Gelenke‘ der Loops, also der Aminosäuren an N- und C-Terminus der entsprechenden 
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Regionen gelegt. Es konnte gezeigt werden, dass eine zusätzliche Diversität dieser 

Aminosäurepositionen beim Loop-Austausch einen positiven Effekt auf die Faltung der 

Enzyme hat (Ochoa-Leyva et al. 2009). Aufbauend auf diesem Wissen konnte in einer 

weiteren Studie die PRA-Isomerase aus E. coli, welche in die Tryptophan-Biosynthese der 

Organismen involviert ist, verändert werden. Durch den Austausch der Loop-Region 6 und 

Sättigungsmutagenese der ‚Gelenk‘-Aminosäuren war es möglich Enzymvarianten mit 

einer gesteigerten Aktivität mit dem natürlichen Substrat PRA zu charakterisieren (Ochoa-

Leyva et al. 2011). Ein weiteres Beispiel ist durch die Veränderung der humanen Guanin-

Deaminase (GDA) gegeben. Die Länge, Konformation und Sequenz einer entscheidenden 

Loop-Region im aktiven Zentrum des Enzyms wurden auf Basis eines Vergleichs mit einer 

bakteriellen Cytosin-Deaminase (CDA) modellbasiert gestaltet. Durch die Deletion von 

zwei Aminosäuren und die Mutation von vier Aminosäuren war es möglich, CDA-Aktivität 

auf die GDA zu übertragen (Murphy et al. 2009). 

3.2.2 Änderung der Cosubstratspezifität 

Viele enzymkatalysierte Reaktionen benötigen Cosubstrate, wie beispielsweise NAD(H) 

oder NADP(H). Dies gilt insbesondere für die größte Klasse der bisher charakterisierten 

Enzyme, die der Oxidoreduktasen (You et al. 2017). So brachte der industrielle Einsatz 

von Oxidoreduktasen das Bestreben nach einer Änderung der Cosubstratspezifität mit 

sich. Beim Einsatz von in vitro Systemen, zum Beispiel in Form von isolierten Enzymen 

oder Zelllysaten, wird häufig ein Wechsel von NADP(H) zu NAD(H) angestrebt. Dies liegt 

in erster Linie am deutlich geringeren Preis von NAD(H), der um etwa eine Zehnerpotenz 

niedriger ist als der des phosphorylierten Derivats (You et al. 2017). Zusätzlich ist die 

Stabilität von NAD(H) deutlich höher (Wu et al. 1986), was die mögliche Prozesslaufzeit 

verlängert. Darüber hinaus ist die Vielfalt an Regenerationssystemen für NAD(H) größer 

(You et al. 2017), wodurch die Integration in einen industriellen Prozess erleichtert wird 

(Uppada et al. 2014). Beim Einsatz von in vivo Systemen in Form von Ganzzell-

biokatalysatoren werden je nach Bedarf Änderungen der Cosubstratspezifität in beide 

Richtungen durchgeführt, beispielsweise um die intrazelluläre Cosubstratverfügbarkeit im 

Gleichgewicht zu halten (Bengtsson et al. 2009) oder die Effizienz eines 

Stoffwechselweges zu erhöhen (Tamakawa et al. 2011, Hasegawa et al. 2012). 

Eine neue Option bei der Gestaltung von industriellen Prozessen ergibt sich durch die 

Entwicklung biomimetischer Cosubstrate. Ihre Synthese ist weniger aufwendig als 

diejenige von natürlichen Cosubstraten und ihre Stabilität zudem höher, was zu 

vergleichsweise niedrigen Kosten führt (Paul & Hollmann 2016). Neben einem 



14  3 Theoretische Grundlagen 

erfolgreichen Einsatz in vitro (Paul et al. 2013), konnten diese unnatürlichen Hydrid-

spender auch in vivo als bioorthogonale Redoxsysteme eingesetzt werden (Ji et al. 2011, 

Wang et al. 2017). So kann die gezielte Enzymveränderung hin zu einer hohen Aktivität 

mit Biomimetika ebenfalls von großem Interesse sein. 

Die Ansätze die Cosubstratspezifität zu ändern können in drei große Gruppen 

zusammengefasst werden: ungerichtete, rationale und semi-rationale Verfahren. 

Ungerichtete Verfahren 

Die Anwendung von ungerichteten Verfahren benötigt kein Vorwissen über das Enzym 

oder seine Interaktion mit den Cosubstraten. Diese basieren lediglich auf dem Generieren 

zufälliger genetischer Diversität und anschließender Selektion der gewünschten 

Verbesserung. Auch wenn einige Methoden existieren, ungerichtete genetische Diversität 

zu generieren (Lutz & Bornscheuer 2008), werden diese äußerst selten eingesetzt, um 

Einfluss auf die Cosubstratspezifität von Enzymen zu nehmen (You et al. 2017). 

Verbesserungen sind fast ausschließlich auf Änderungen der Cosubstrat-Bindestelle 

zurückzuführen (Chánique & Parra 2018), wodurch die Durchmusterung großer 

Bibliotheken wenig vielversprechend wird. 

Rationale Verfahren 

Um die Anwendung von rationalen Verfahren zu ermöglichen, sind sehr genaue 

Kenntnisse über die Struktur, die Cosubstrat-Bindetasche und den katalytischen 

Mechanismus des Zielenzyms nötig. Aufbauend auf diesen Erkenntnissen werden 

ortsgerichtet Aminosäurereste mutiert (You et al. 2017). Somit ist der erste Schritt eines 

solchen Verbesserungsvorhabens meist durch die Identifikation von Residuen geprägt, 

welche direkt mit dem Cosubstrat interagieren. Dabei kann es sich um Aminosäurereste 

handeln die in Wechselwirkung mit der 2‘ Phosphatgruppe von NADP(H) treten (Rosell et 

al. 2003), die in die Adenosin-Bindetasche ragen (Morikawa et al. 2014), die sich in 

räumlicher Nähe zur Cosubstrat-Bindetasche befinden (Bubner et al. 2008, Wulf et al. 

2012) oder die sich direkt an der Katalyse beteiligen (Rosado et al. 2012, Chen et al. 

2016). Hierdurch war es möglich, seit der ersten beschriebenen Studie zur Änderung der 

Cosubstratspezifität (Scrutton et al. 1990), das Bindeverhalten einer Vielzahl von 

Enzymen zu beeinflussen (Chánique & Parra 2018). 

Aufgrund des limitierten Wissens über Proteinfaltung und den Zusammenhang von 

Struktur und Funktion der Enzyme ist die Anwendung rationaler Verfahren auf wenige, 

sehr gut charakterisierte Systeme beschränkt (Lutz & Bornscheuer 2008). Das bekann-

teste Beispiel eines solchen Systems ist das hochkonservierte Cosubstrat-Bindemotiv von 
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NAD(P)-bindenden Enzymen mit einer Rossmann-ähnlichen Domäne (Lesk 1995). Diese 

Domäne (CATH-Nummer [3.40.50.720]) tritt zu über 50 % in EC 1.1 auf, wodurch es wenig 

verwunderlich ist, dass die Mehrheit der Beispiele einer erfolgreichen Einflussnahme auf 

die Cosubstratspezifität ebenfalls in dieser Enzymklasse anzutreffen ist (Chánique & Parra 

2018). Bei weniger ausgiebig charakterisierten Systemen wird daher der Einsatz von semi-

rationalen Verfahren präferiert. 

Semi-rationale Verfahren 

Semi-rationale Verfahren zur Veränderung der Cosubstratspezifität benötigen ebenfalls 

Kenntnisse über Struktur und Bindeverhalten des Enzyms, im Gegensatz zu rationalen 

Verfahren können diese aber weniger umfangreich sein. Diese Informationslücke wird 

durch größere Änderungen der Primärstruktur und immer häufiger durch den Einsatz von 

computerbasierten Methoden geschlossen. Dadurch wird die Identifikation von 

potentiellen Hotspots der Sequenz wahrscheinlicher, wodurch kleinere und ‚intelligentere‘ 

Bibliotheken generiert werden können. 

Aufbauend auf Arbeiten zur Änderung der Cosubstratspezifität von Ketosäure-Redukto-

isomerasen (KARI) (Bastian et al. 2011, Cahn et al. 2015), wurde ein vielversprechendes 

und benutzerfreundliches Programm namens Cofactor Specificity Reversal-Structural 

Analysis and Library Design (CRS-SALAD) entwickelt (Cahn et al. 2017). Dieses 

Programm hat den Anspruch die Cosubstratpräferenz jeder Oxidoreduktase beeinflussen 

zu können. Hierfür wird die Struktur des Zielenzyms komplexiert mit dem bevorzugten 

Cosubstrat benötigt, ungeachtet dessen, ob es sich um eine Kristallstruktur oder 

Homologiemodell handelt. CRS-SALAD bestimmt aufbauend auf dieser Struktur 

Aminosäuren, die für die Determinierung des bevorzugten Cosubstrats entscheidend sind 

und schlägt Bibliotheken mit degenerierten Codons für die Mutagenese vor. Da die 

Einbringung von cosubstratbeeinflussenden Mutationen fast immer zu Lasten der 

Enzymaktivität gehen, werden weitere Veränderungen des Enzyms zur Wiederherstellung 

dieser Aktivität benötigt, die ebenfalls von CRS-SALAD vorgeschlagen werden. So war es 

möglich die Cosubstratspezifität von vier Oxidoreduktasen mit unterschiedlichen 

Tertiärstrukturen zu ändern (Cahn et al. 2017). Die Funktionsfähigkeit von CRS-SALAD 

wurde bereits im Rahmen weiterer Optimierungsstudien bewiesen (Borlinghaus & Nestl 

2018, Tonin et al. 2018), sowie die Funktionsweise weiter optimiert um noch kleinere 

Bibliotheken zu generieren (You et al. 2018). 

Eine weitere computerbasierte Strategie zielt auf die Stärkung der Wasserstoffbrücken 

zwischen Enzym und Cosubstrat ab. Dafür wird zwar die Struktur des Zielenzyms benötigt, 

jedoch keinerlei Kenntnisse über homologe Enzyme und deren Bindeverhalten mit den 
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Cosubstraten. Nach zahlreichen molekulardynamischen (MD)-Simulationen war es so 

möglich die Cosubstratpräferenz der strikt NADPH-präferierenden Reduktase Gox2181 

aus Gluconobacter oxydans deutlich zu relaxieren (Cui et al. 2015). 

Darüber hinaus ist ein Einsatz semi-rationaler Verfahren auch mit weniger rechen-

intensiven Methoden möglich. So konnte beispielsweise die Cosubstratspezifität einer 

Phosphit-Dehydrogenase über den Vergleich mit Primär- und zum Teil auch 

Tertiärstrukturen homologer Enzyme beeinflusst werden. Ein Vergleich verschiedener 

Sequenzen deutete auf zwei benachbarte Schlüsselaminosäuren, deren 

Sättigungsmutagenesen eine Äktivitätssteigerung mit beiden Cosubstraten herbeiführte 

(Woodyer et al. 2003). 

Ein weiterer semi-rationaler Ansatz, der die Beeinflussung des Cosubstrat-Binde-

verhaltens ermöglicht, ist der Austausch von größeren Sequenzbereichen wie beispiels-

weise von Loops (Nestl & Hauer 2014) oder gesamten Proteinbindedomänen (Rollin et al. 

2013). Während es nicht möglich war, die Cosubstratpräferenz einer NADP-abhängigen 

Isocitrat-Dehydrogenase durch den Austausch einzelner, mit dem Cosubstrat 

interagierender Aminosäuren zu beeinflussen, war jedoch der Austausch der gesamten 

NADP-Bindetasche gegen eine homologe NAD-Bindetasche erfolgreich (Yaoi et al. 1996). 

Eine detailliertere Beschreibung von erfolgreichen Änderungen der Cosubstratspezifität 

durch den Austausch von Loop-Regionen findet sich in Kapitel 3.2.3. 

3.2.3 Änderung der Cosubstratspezifität durch den Austausch von Loop-

Regionen  

Mit der Nicotinamid- und Adenosin-Gruppe besitzt NAD(P)H zwei Molekülteile, die sich 

nicht nur aufgrund der Größe des Cosubstrats räumlich weit voneinander entfernt 

befinden, sondern durch unterschiedliche chemische und physikalische Eigenschaften 

auch differente Bindeverhalten mit sich bringen (Abbildung 3.3).  
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Abbildung 3.3: Die Nicotinamid- und die Adenosin-Gruppe des Nicotinamidadenin-

dinukleotid(phosphats) (NAD(P)H). Dargestellt ist die mit dem reaktiven 

Hydridion (blau) gebundene, reduzierte Form der Cosubstrate. 

Hierdurch lässt sich bei manchen Enzymen ein zweiteiliger Bindemechanismus des 

Cosubstrats beobachten (Deng et al. 1999), was durch die Existenz von zwei unter-

schiedlichen Bindestellen im aktiven Zentrum hervorgerufen wird (Pudney et al. 2009). Die 

Bindestelle der Adenosin-Gruppe befindet sich häufig in räumlicher Distanz zu derjenigen 

der Nicotinamid-Gruppe (Cahn et al. 2017). Aufgrund der Reaktivität der Nicotinamid-

Gruppe interagiert diese in ihrer Bindestelle vermehrt mit dem Substrat, einer 

prosthetischen Gruppe und konservierten Aminosäuren, wodurch die Veränderbarkeit 

dieser Bindestelle erschwert wird. Hingegen sind durch die Distanz der Adenosin-Binde-

stelle unerwünschte negative Auswirkungen durch Änderungen dieses Enzymteils 

weniger wahrscheinlich. Noch dazu stellt die Adenosin-Gruppe, deren Ribose durch die 

Konjugation mit der 2‘-Phosphat-Gruppe beziehungsweise 2‘-Hydroxy-Gruppe den 

einzigen Unterschied zwischen den beiden Cosubstratspezies darstellt, das primäre Ziel 

für Veränderungen der Cosubstratspezifität von Enzymen dar. Diesen Sachverhalt kann 

man sich hervorragend durch den Austausch von Sequenzbereichen (meist Loops) dieser 

Bindestelle zu Nutze machen (Sellés Vidal et al. 2018). 

Aufbauend auf diesem Wissen war es möglich eine Vielzahl von NAD(P)H bindenden 

Enzymen mit einer Rossmann-Faltung zu verändern. Der hochkonservierte Kern dieser 

Enzyme ist ein βαβ-Motiv: zwei parallele β-Faltblätter, die von einer α-Helix getrennt 

werden. Zwischen dem ersten β-Faltblatt und der α-Helix wird in diesem Motiv ein kurzer 

Loop geformt, welcher in direktem Kontakt mit der Adenosin-Gruppe des Cosubstrats steht 

(Hanukoglu 2015). Der Austausch dieses ‚Cosubstrat-Bindeloops‘ stellt demnach eine 

perfekte Möglichkeit dar, um die Cosubstaratpräferenz zwischen den Enzymen zu 

transferieren. So wurde beispielsweise durch einen Austausch die Cosubstratpräferenz 
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einer Malat-Dehydrogenase (Nishiyama et al. 1993) oder einer Isopropylmalat-Dehydro-

genase (Chen et al. 1996) verändert. Ein weiteres Beispiel stellt der Übertrag von zwei 

Loop-Regionen einer α-Ketosäure-Reduktase aus Sphingomonas sp. A1 (A1-R) dar. Der 

Austausch des ‚Cosubstrat-Bindeloops‘ und eines zusätzlichen Loops führte zu einem 

exzellenten Transfer der NADP(H)-Präferenz auf ein homologes Enzym namens A1-R‘ 

(Takase et al. 2014). Trotz des großen Potentials und der bereits sehr erfolgreichen 

Anwendung dieser Methode, wurde der Austausch von Loop-Regionen für die Änderung 

der Cosubstratspezifität bisher nur in seltenen Fällen angewendet (Chánique & Parra 

2018). Insbesondere existiert keine Studie über ein Enzym ohne Rossmann-Faltung, bei 

dem diese Methode für ein selektives Cosubstrat-Engineering genutzt wurde. 

3.3 Die Enzymfamilie der Enreduktasen (ER) 

Enreduktasen (ER) sind Enzyme, welche in der Lage sind asymmetrische trans-

Hydrierungen von aktivierten C=C-Doppelbindungen zu katalysieren (Toogood et al. 

2010). Diese Reaktion ist von besonderem wirtschaftlichen Interesse, da bis zu zwei 

Stereozentren in einer Reaktion aufgebaut werden können (Stuermer et al. 2007). Eine 

Vielzahl von chemischen Katalysatoren ermöglicht die Hydrierung von ungesättigten 

Substraten zu den entsprechenden cis-Produkten (Tungler & Fogassy 2001, Gladiali & 

Alberico 2006, Paradies 2014). Die Anzahl an chemischen Katalysatoren für die analoge 

trans-Hydrierung ist jedoch sehr limitiert (Yang et al. 2005), wodurch ein großes Interesse 

an einem Einsatz von ER für diesen Zweck besteht. 

ER können generell in vier Gruppen von Enzymen unterteilt werden (Fu et al. 2015). Man 

unterscheidet zwischen Enzymen der 2-Enoatereduktasen (EnoR; EC 1.3.1.31), der 

mittelkettigen Dehydrogenasen/Reduktasen (MDR; EC 1.3.1), der kurzkettigen Dehydro-

genasen/Reduktasen (SDR; EC 1.1.1.207-8) und Reduktasen der Old Yellow Enzyme 

(OYE)-Familie (EC 1.6.99.1) (Fu et al. 2015, Toogood & Scrutton 2018).  

EnoRs sind spezifisch für die Umsetzung von Substraten mit Carbonsäuren oder Estern 

als aktivierenden Gruppe (Rohdich et al. 2001). Ihre Abhängigkeit von Flavinadenin-

dinukleotid (FAD) und [4Fe-4S]-Clustern im aktiven Zentrum machen diese Enzyme 

jedoch sensitiv gegenüber Sauerstoff und erschweren ihren industriellen Einsatz (Rohdich 

et al. 2001, Fu et al. 2015). Dagegen ist ein wirtschaftlicher Einsatz der Flavin 

unabhängigen MDRs (Nordling et al. 2002, Mansell et al. 2013) und SDRs weitaus 

wahrscheinlicher (Moummou et al. 2012, Lygidakis et al. 2016). Typische Substrate dieser 

Enzymklassen umfassen aromatische und monozyklische Alkene mit aktivierenden 

Aldehyd- oder Ketogruppen (Moummou et al. 2012, Lygidakis et al. 2016). Aufgrund ihres 

breiten Substratspektrums und zum Teil exzellenten Spezifitäten werden die ER der OYE-
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Familie als vielversprechendste Biokatalysatoren für einen industriellen Einsatz gesehen 

(Fu et al. 2015, Toogood & Scrutton 2018). Substrate dieser Flavinmononukleotid (FMN)-

abhängigen Reduktasen umfassen eine Vielzahl aktivierter Alkene, wie beispielsweise 

α,β-ungesättigte Aldehyde, Ketone, Carbonsäuren und Carbonsäurederivate (unter 

anderem Ester, Amide, Anhydride, Imide, Halogenide), Nitroalkene, organische Nitrate, 

Nitramine und Nitrile (Toogood et al. 2010, Toogood & Scrutton 2018). Durch das große 

Interesse an ER der OYE-Familie beschränken sich alle nachfolgenden Beschreibungen 

ausschließlich auf die Enzyme dieser Klasse. 

3.3.1 Phylogenetische Einordnung 

Die erste charakterisierte ER stammt aus der Bierhefe Saccharomyces carlsbergensis, 

auch bekannt unter dem Namen Saccharomyces pastorianus, und wurde in den ersten 

Beschreibungen aus den 1930iger Jahren aufgrund ihrer Farbe als ‚Gelbes Ferment‘ 

bezeichnet (Warburg & Christian 1932). Diese Aufzeichnung über die Oxidation von 

NADPH mit molekularem Sauerstoff war nicht nur die erste Beschreibung einer ER 

sondern eines Flavoenzyms überhaupt (Toogood et al. 2010). Die Entdeckung eines 

zweiten ‚neuen gelben Ferments‘ aus Saccharomyces cerevisiae (Haas 1938) führte zur 

Umbenennung des initial charakterisierten Enzyms in Old Yellow Enzyme, wodurch die 

ganze Enzymfamilie ihren Namen erhielt (Toogood et al. 2010). 

Im Laufe der nachfolgenden Jahrzehnte wurden viele weitere ER identifiziert. Über 60 

dieser Enzyme wurden bisher rekombinant exprimiert und ausgiebig charakterisiert 

(Scholtissek et al. 2017). Dabei konnten, durch die Untersuchung der ER YqjM aus einem 

Bacillus subtilis-Stamm, zwei Subkategorien von ER der OYE-Familie definiert werden: 

die ‚klassischen‘ und ‚thermophil-ähnlichen‘ ER (Kitzing et al. 2005, Toogood et al. 2010). 

Wie ihre Bezeichnung bereits vermuten lässt, weisen viele ‚thermophil-ähnliche‘ ER eine 

höhere thermische Stabilität als ‚klassische‘ ER auf (Adalbjörnsson et al. 2010). Zusätzlich 

besitzen sie im Mittel eine kürzere Primärstruktur als die ‚klassischen‘ Vertreter dieser 

Enzymklasse (Scholtissek et al. 2017). Nichtsdestotrotz ist die Varietät innerhalb dieser 

zwei Subkategorien sehr groß, weshalb sich die Beschreibung beziehungsweise 

Vorhersage gemeinsamer Eigenschaften als schwierig erweist. Aus diesem Grund haben 

Paul und Mitarbeiter eine neue Kategorisierung nach einer phylogenetischen Analyse 

vorgeschlagen (Scholtissek et al. 2017). Hierzu wurde ein phylogenetischer Baum von 63 

charakterisierten ER erstellt (Abbildung 3.4), welcher die Kategorisierung in drei anstelle 

von zwei Gruppen ermöglicht (Scholtissek et al. 2017). 

Eine Gruppe besteht dabei aus vormals ‚klassischen‘ ER aus Pflanzen, Actino-, Proteo- 

und Flavobakterien und einem ausgeprägten Unterstamm cyanobakterieller ER (Klasse I, 
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gelb eingefärbt). Eine weitere Gruppe befindet sich genetisch relativ nahe an den 

Enzymen dieser Klasse I, besteht aber ausschließlich aus pilzlichen ‚klassischen‘ ER 

(Klasse II, grau eingefärbt). Die dritte Gruppe befindet sich genetisch weiter entfernt von 

den anderen beiden Gruppen und besteht aus den vormals als ‚thermophil-ähnlich‘ 

bezeichneten ER (Klasse III, grün eingefärbt). Diese stammen sowohl aus bakteriellen 

Abteilungen, welche sich ebenfalls in Klasse I wiederfinden (Actino-, Proteo-, Cyano-

bakterien beziehungsweise Bacteroidetes), als auch aus weiteren bakteriellen 

Abteilungen (Deinococcus-Thermus oder Firmicutes). Zusätzlich wurden Primärstrukturen 

identifiziert, welche keiner Klasse zugeordnet werden konnten. Durch ihre bakterielle 

Herkunft könnte es sich hierbei um evolutionäre Intermediate zwischen Klasse I und III 

handeln. Die nahe Verwandtschaft von Klasse I und II lässt eine Coevolution der Enzyme 

dieser beiden Klassen vermuten. Jedoch zeigt ein Vergleich der Aminosäurezusammen-

setzung der Vertreter beider Klassen einen evolutiven Fortschritt in Klasse II, was eine 

Entwicklung dieser Enzyme aus Klasse I heraus nahelegt.1 In diesem Kontext nehmen ER 

aus Cyanobakterien auf Grund ihrer ‚höheren‘ Entwicklung eine Sonderstellung innerhalb 

von Klasse I ein. Durch den großen evolutiven Abstand zwischen Klasse I und III könnte 

es sich um eine konvergente Entwicklung dieser beiden Gruppen von ER handeln. Dies 

würde die Unterschiede in der Länge der Sequenz beziehungsweise der biochemischen 

und strukturellen Eigenschaften dieser beiden Klassen erklären, obwohl die Komplexität 

der Primärstrukturen der Enzyme vergleichbar ‚simpel‘ sind (Scholtissek et al. 2017). 

                                                

1 Hierzu wurde die Anzahl ‚einfacher‘ Aminosäuren (Ala, Thr und Val) mit derjenigen ‚komplexer‘ 
Aminosäuren (Cys, Leu, Phe, Trp und Tyr) verglichen. 
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Abbildung 3.4: Phylogenetischer Baum von 63 bakteriellen, pilzlichen und pflanzlichen 

ER und ihre Unterteilung in drei Subklassen nach (Scholtissek et al. 

2017). 

3.3.2 Physiologische Rolle 

ER der OYE-Familie sind allgegenwärtig in der Natur vertreten (Toogood et al. 2010, 

Winkler et al. 2012). Somit ist es wenig überraschend, dass die Zuordnung einer einzigen, 

gemeinsamen physiologischen Rolle für diese Enzyme nicht möglich ist (Toogood et al. 
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2010). Nichtsdestotrotz konnten einige ER mit der Detoxifizierung von elektrophilen 

Stoffen in Verbindung gebracht werden (Williams & Bruce 2002, Trotter et al. 2006). 

Zusätzlich konnte das Auftreten von ER bestimmten Umwelteinflüssen und den damit 

verbundenen Änderungen im Metabolismus des Wirts zugeordnet werden. So treten 

einige bakterielle ER im Zusammenhang mit oxidativem Stress auf (Fitzpatrick et al. 2003, 

Brigé et al. 2006, Taglieber et al. 2008, Ehira et al. 2010) oder pflanzliche ER unter 

Substratlimitation (Peters et al. 1996) und bei der Abwehr von Bakterien- und 

Insektenbefall (Farmer et al. 2003). Weiterhin wurden ER im Rahmen verschiedener 

metabolischer Routen identifiziert, beispielsweise bei der Biosynthese von Alkaloiden 

(Cheng et al. 2010) oder Hormonen (Schaller et al. 2000, Kubata et al. 2002).  

3.3.3 Struktur 

Primärstruktur 

Die Primärstrukturlänge der bisher charakterisierten ER liegen zwischen 349 und 412 

Aminosäuren bei Vertretern der Klasse I und II und 337 und 371 Aminosäuren bei 

Vertretern der Klasse III. Bestimmte Aminosäuren zeigen ein hohes Maß an 

Konservierung innerhalb der ER. So brachte ein Vergleich der Primärstrukturen 56 hoch-

konservierte Aminosäuren zum Vorschein. Dies entspricht im Mittel ungefähr 15 % 

Sequenzidentität über alle drei Klassen von ER. Vergleicht man ER der Klassen 

untereinander erhöht sich die Identität um 8,5 % bis 11,5 %. Insbesondere Aminosäuren, 

die an der Bindung von FMN, Cosubstrat, Substrat oder Inhibitoren und an der Ausbildung 

der oligomeren Struktur beteiligt sind, zeigen ein hohes Maß an Konservierung 

(Scholtissek et al. 2017). 

Sekundärstruktur 

Alle ER besitzen eine gleiche Grundausstattung an zentralen Sekundärstrukturelementen. 

Diese sind in erster Linie acht β-Faltblätter und acht α-Helices, welche in 

aufeinanderfolgenden Pärchen auftreten. Diese werden systematisch durchnummeriert, 

beginnend am N-Terminus bei 1 bis hin zur 8 am C-Terminus. Die Bereiche zwischen 

diesen Sekundärstrukturelementen werden als Oberflächenschleifen (Loops) bezeichnet. 

Insbesondere die Loops zwischen den β-Faltblättern und α-Helices (βα-Loops) haben eine 

ausgesprochen wichtige Funktion, da sie maßgeblich an der Katalyse der ER beteiligt 

sind. Sie unterscheiden sich in Sequenz und Länge innerhalb der ER stark voneinander. 

Diese Loops werden ebenfalls systematisch nummeriert, entsprechend des zugehörigen 

Faltblatt/Helix-Paars. Zusätzlich finden sich zwei kurze β-Faltblätter am N-Terminus der 
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ER. Alle Kernstrukturelemente finden sich schematisch dargestellt in Abbildung 3.5 wieder 

(Toogood et al. 2010). 

Des Weiteren bilden viele ER zusätzliche Sekundärstrukturen zwischen den zentralen 

Kernelementen aus. So sind die Bereiche von Loop 3, 5 und 6, sowie der Bereich nach 

Helix 8 häufig länger als die anderen flexiblen Regionen, wodurch sie vermehrt zusätzliche 

Sekundärstrukturelemente beinhalten (Scholtissek et al. 2017). 

 

 

Abbildung 3.5: Schematische Darstellung der bei allen ER vorhandenen Sekundär-

strukturelemente. Gezeigt sind die acht zentralen Paare aus β-Faltblatt 

(blau) und α-Helix (grün), die zwei kurzen N-terminalen β-Faltblätter 

(pink), die βα-Loops (schwarz) und die αβ-Loops (grau). Zusätzlich wird 

die Nummerierung der drei wiederkehrenden Kernelemente im Bereich 

4 exemplarisch aufgeführt. 

Tertiärstruktur 

Alle bisher charakterisierten ER besitzen im Grundgerüst die gleiche Tertiärstruktur, eine 

(β,α)8-Fassstruktur oder auch bekannt als Triosephosphat Isomerase (TIM)-Fassstruktur 

(Toogood et al. 2010). Dabei bilden die acht alternierenden Paare aus β-Faltblatt und α-

Helix eine Fass-ähnliche Struktur aus, wobei die Faltblätter die innere Wand des Fasses, 

die Helices die äußere Wand des Fasses bilden (Abbildung 3.6). Die flexiblen Loops 

zwischen α-Helix und β-Faltblatt (αβ-Loops) in Kombination mit den zwei kurzen β-

Faltblättern bilden in dieser Struktur den Boden des Fasses aus. Eine sehr viel wichtigere 

Rolle übernehmen die Loops zwischen β-Faltblatt und α-Helices (βα-Loops) am oberen 

Ende des Fasses. Sie sind maßgeblich für die Ausbildung des aktiven Zentrums 

verantwortlich. Dementsprechend wird das sich innerhalb der ER befindende FMN dort 

gebunden. 
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Abbildung 3.6: Tertiärstruktur einer ER der Klasse I in der Seitenansicht (A) und 

Draufsicht (B). Dargestellt ist das doppelwandige Fass aus β-Faltblättern 

(blau) und α-Helices (grün). Die zwei kurzen N-terminalen β-Faltblätter 

(pink) bilden mit den αβ-Loops (grau) den Boden des Fasses. Die βα-

Loops (schwarz) formen das aktive Zentrum der ER, in dem FMN 

gebunden dargestellt wird (gelb). 

Quartärstruktur  

Verschiedene oligomere Zustände konnten für ER der OYE-Familie beobachtet werden. 

ER der Klasse III kommen in Lösung hauptsächlich als Homodimere und Homotetramere 

vor (Toogood et al. 2010, Scholtissek et al. 2017). Aber auch höhere oligomere Zustände, 

wie Octamere und Dodecamere konnten beobachtet werden (Adalbjörnsson et al. 2010). 

Demgegenüber treten ER der Klassen I und II ausschließlich als Monomere oder 

Homodimere auf (Scholtissek et al. 2017). 
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3.3.4 Aufbau des aktiven Zentrums 

Das aktive Zentrum der ER wird neben den in diesem Kapitel beschriebenen konservierten 

Aminosäuren durch eine Vielzahl aromatischer Residuen aufgebaut. Es ist zu einer Seite 

weit geöffnet, wodurch zum Teil sterisch anspruchsvolle Substrate und das relativ große 

Cosubstrat NAD(P)H eindringen können. Darüber hinaus sorgt diese Öffnung für die 

Präsenz von Lösemittel und Ionen im aktiven Zentrum. Die Tiefe der Bindetasche von ER 

beträgt um die 20 Å (Toogood et al. 2010, Scholtissek et al. 2017). 

Bindung von FMN 

Das FMN der ER der OYE-Familie wird im Bereich der C-terminalen Enden der 

strukturgebenden acht β-Faltblätter gebunden (Toogood et al. 2010), was einer typischen 

Position für Enzyme mit einer (β,α)8-Fassstruktur entspricht (Wierenga 2001). Dies hat zur 

Folge, dass die re-Seite des Isoalloxazinrings komplett vom Enzym verdeckt wird (Barna 

et al. 2001). Diese Seite befindet sich unter anderem in engem Kontakt mit dem β-Falt-

blatt 1 der ER (Barna et al. 2001, Spiegelhauer et al. 2010). Die gegenüberliegende 

si-Seite des Flavins zeigt hingegen in das aktive Zentrum des Enzyms (van den Hemel et 

al. 2006). Somit bildet die prosthetische Gruppe den Boden des aktiven Zentrums (van 

den Hemel et al. 2006). 

Die Bindung des FMNs geschieht durch eine Reihe von Aminosäuren, die zum Teil in allen 

drei Klassen der Enzyme konserviert vorliegen. Insbesondere die Bindung der 

Isoalloxazin-Gruppe des FMNs ist in einer Vielzahl von ER fast identisch. Diese wird 

exemplarisch anhand der Kristallstruktur der MR (mit der zugehörigen Nummerierung) in 

Abbildung 3.7 dargestellt. So interagiert die Aminosäure Q104 mit den Heteroatomen O2 

und N3 des Pyrimidin-Rings des Flavins, die Aminosäure R238 mit den Heteroatem O2 

und N1. Zusätzlich bilden die zwei Aminosäuren H186 und N1892 Wasserstoffbrücken zu 

den Heteroatomen N1 und N3 aus. Des Weiteren interagieren A623 und T324 mit dem O4 

des Pyrimidin-Rings. Die gegenüberliegende Seite des Isoalloxazin-Rings, die 

hydrophobe Xylol-Gruppe, steht in Wechselwirkung mit einem konservierten I3325. Des 

Weiteren wechselwirken vermehrt Phenylalanine mit dieser Molekülseite, diese treten 

jedoch nicht konserviert auf. Die Bindung des Ribityl-Rests erfolgt sehr unterschiedlich. 

Konserviert sind hierbei ausschließlich R238 und P30. Zusätzlich binden diesen 

                                                

2 Bei ER der Klasse III (selten auch Klasse I und II) handelt es sich hierbei um ein weiteres Histidin 
anstelle des Asparagins. 
3 In seltenen Fällen auch ein Glycin. 
4 Bei ER der Klasse III handelt es sich um ein Cystein. 
5 Bei ER der Klasse III ist ein Leucin vorhanden. 
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Molekülteil häufig Serine, Cysteine, Asparagine und Glutamine, jedoch ebenfalls in keinem 

einheitlichen Muster. Diese nicht konservierten Interaktionen zwischen Protein und FMN 

führen zu einer Beeinflussung des Redox-Potentials der prosthetischen Gruppe 

(Scholtissek et al. 2017). 

 

Abbildung 3.7: Darstellung der in allen drei Klassen konservierten Aminosäuren bei der 

Bindung von FMN. Die Struktur und Nummerierung entsprechen der 

Morphinonreduktase (MR) aus Pseudomonas putida M10 (PDB: 2r14) 

(Pudney et al. 2007). 

Bindung von Substrat und Cosubstrat 

In allen drei Klassen der ER findet die Bindung der reaktiven Gruppe von Substrat und 

Cosubstrat an derselben Position oberhalb des Isoalloxazin-Rings des FMN statt. Dies 

konnte durch Kristallisation verschiedener ER mit nicht reaktiven Substrat- und 

Cosubstrat-Analoga gezeigt werden (Fox & Karplus 1994, van den Hemel et al. 2006, 

Pudney et al. 2007, Spiegelhauer et al. 2009, Adalbjörnsson et al. 2010). Die 

grundlegende planare Anordnung der reaktiven Gruppe des (Co)Substrats wird durch --

Stacking mit dem Isoalloxazin des FMN vorgegeben (Abbildung 3.8). Dieses wechselwirkt 

im Falle des Substrats mit der -Bindung der elektronenarmen Doppelbindung (Fox & 

Karplus 1994, Spiegelhauer et al. 2009), im Falle des Cosubstrats mit dem -System des 

Nicotinamids (Pudney et al. 2007, Adalbjörnsson et al. 2010). Ausgehend von dem bereits 
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beschriebenen, konservierten Aminosäurepaar H1866 und N1892,6 wird das (Co)Substrat 

über Wasserstoffbrückenbindungen zusätzlich über der prostethischen Gruppe 

positioniert (Fox & Karplus 1994, Pudney et al. 2007). Hierbei wechselwirkt die 

elektronenziehende Gruppe des Substrats beziehungsweise das Amid des Nicotinamids 

des Cosubstrats mit den Aminosäureseitenketten (Fox & Karplus 1994, Pudney et al. 

2007). Durch diese Wechselwirkungen wird das Cβ-Atom des Substrats beziehungsweise 

das C4-Atom des NAD(P)H so positioniert, dass der Hydridtransfer auf das N5-Atom des 

FMN ermöglicht wird (Fox & Karplus 1994, Pudney et al. 2007).  

Die weiteren Wechselwirkungen zwischen aktivem Zentrum und (Co)Substrat liegen 

innerhalb der Enzymfamilie nicht konserviert vor. Jedoch konnten bei unterschiedlichen 

ER aus allen Klassen Tyrosinreste mit der Bindung dieser Moleküle in Verbindung 

gebracht werden. Bei ER der Klassen I und II geht eine Interaktion von einem Tyrosin in 

der Nähe des C-Terminus aus (Y356 bei der MR), bei ER der Klasse III von einem nahe 

des N-Terminus (Y25 beim OYE aus Thermus scotoductus). Des Weiteren wechselwirkt 

bei vielen ER aus allen Klassen ein Tyrosin in Loop 4 mit dem (Co)Substrat (Scholtissek 

et al. 2017). 

Alle beschriebenen Wechselwirkungen befinden sich in räumlicher Nähe zu dem Flavin. 

Über Interaktionen zwischen Enzym und (Co)Substrat abseits dieser Region ist wenig 

bekannt, obwohl dies für große Substrate und besonders die Adenosin-Gruppe des 

NAD(P)H von großem Interesse wäre. 

                                                

6 MR-Nummerierung 
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Abbildung 3.8: Darstellung der Positionierung von Substraten (A, grau, dargestellt ist 

(R)-Carvon) und Cosubstraten (B, blau) oberhalb des FMN (gelb) im 

aktiven Zentrum von ER. Die Struktur entspricht der MR (PDB: 2r14) und 

des OYE1 (PDB: 3txz), die Nummerierung der MR. 

3.3.5 Mechanismus der ER-katalysierten trans-Hydrierung 

Die ER-katalysierte Reduktion von aktivierten Alkenen läuft unter dem Verbrauch von 

NAD(P)H nach einem Ping-Pong Bi-Bi-Mechanismus ab (Toogood et al. 2010). Somit 

unterteilt sich die Reaktion in zwei Halbreaktionen, eine reduktive und eine oxidative 

Halbreaktion (OHR) (Abbildung 3.9). Während der reduktiven Halbreaktion (RHR) bindet 

NAD(P)H im aktiven Zentrum der ER und es kommt zu einem Hydridtransfer der 

reduzierten Nicotinamid-Gruppe, wodurch das im Enzym gebundene FMN zu FMNH2 

reduziert wird (Breithaupt et al. 2001). Nachdem das oxidierte Cosubstrat das aktive 

Zentrum verlassen hat, kommt es zur OHR. Dabei bindet das Alken im aktiven Zentrum 

der ER, sodass die elektronenarme Doppelbindung dieselbe Position wie das Nicotinamid 

während der reduktiven Halbreaktion, oberhalb des Isoalloxazinsystems des FMN, 

einnimmt (Kohli & Massey 1998, Breithaupt et al. 2001, Lonsdale & Reetz 2015). 

Anschließend kommt es zum Hydridtransfer vom FMNH2 zum Cβ-Atom der 

Doppelbindung. Bei einer Vielzahl von ER komplettiert ein Protonenübertrag, ausgehend 
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von einem Tyrosin im aktiven Zentrum auf das Cα-Atom, die Reduktion (Kohli & Massey 

1998, Breithaupt et al. 2001). Da Hydrid- und Protonenübertrag von unterschiedlichen 

Seiten geschieht, entsteht selektiv das jeweilige anti-Produkt (Lonsdale & Reetz 2015). 

 

Abbildung 3.9: Die zwei Halbreaktionen der Enreduktase (ER)-katalysierten Reduktion 

von aktivierten Alkenen. Das vom NAD(P)H auf das Alken übertragene 

Hydridion ist in blau dargestellt. EZG: Elektronenziehende Gruppe. 

Der Ablauf der RHR wurde für die ER Old Yellow Enzyme 1 (OYE1) aus Saccharomyces 

pastorianus (Karplus et al. 1995), der Morphinonreduktase (MR) aus Pseudomonas putida 

M10 (Pudney et al. 2007) und die Pentaerythritoltetranitrat-Reduktase (PETNR) aus 

Enterobacter cloacae PB2 (Pudney et al. 2009) detailliert aufgeklärt. Dabei konnte gezeigt 

werden, dass diese Halbreaktion in mindestens drei Schritten stattfindet (Abbildung 3.9) 

(Hay et al. 2009). In einem ersten Schritt kommt es zur bereits erwähnten Bindung des 

NAD(P)Hs im aktiven Zentrum der ER. Dieser Schritt endet mit dem - Stacking, der 

Anlagerung des Nicotinamids des NAD(P)Hs über dem Isoalloxazinrings des FMNs, was 

über die Bildung eines Charge Transfer (CT)-Komplexes mit einer Absorption um 550 nm 

beobachtet werden kann (Brown et al. 2002, Khan et al. 2002). Dabei fungiert NAD(P)H 
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als Elektronendonator und FMN als Elektonenakzeptor. Die anschließende Reduktion des 

FMN und der damit einhergehende H-Transfer stellen den zweiten Schritt der Halbreaktion 

dar. Dieser kann durch die Abnahme des CT-Komplexes und einer proportionalen 

Abnahme der Absorption des chromophoren Systems des Isoalloxazins des FMN um 

450 nm, bedingt durch die Reduktion zu FMNH2, beobachtet werden (Pudney et al. 2009). 

Die molare Enthalpie dieses Reaktionsschritts konnte für die MR mit ihrem bevorzugten 

Cosubstrat NADH auf ~60 kJ mol-1 bestimmt werden (Hay et al. 2008), wodurch ein quasi 

irreversibler Ablauf der Reaktion bestätigt werden konnte (Hay et al. 2009). Die Trennung 

von Enzym und oxidiertem NAD(P)+, der dritte Schritt der RHR, schließt diese Halbreaktion 

ab. 

 

Abbildung 3.10: Ablauf der reduktiven Halbreaktion. ER: Enreduktase, CT: Charge 

Transfer-Komplex. 

Im Falle der RHR der PETNR und des OYE1 konnte ein zusätzlicher initialer Bindeschritt 

vor der Bildung des CT-Komplexes identifiziert werden (Brown et al. 2002, Pudney et al. 

2009). Dabei handelt es sich um einen konzentrationsabhängigen Michaelis-Komplex 

(Brown et al. 2002, Pudney et al. 2009). Vieles deutet darauf hin, dass dieser Reaktions-

schritt einer vorgelagerten Bindung der Adenosin-Gruppe des NAD(P)Hs entspricht, 

wodurch das Cosubstrat im aktiven Zentrum ausgerichtet wird (Pudney et al. 2009). Diese 

zweiteilige Erkennung bei der Bindung von NAD(P)H ist keine Seltenheit (Deng et al. 

1999), da hierdurch der konformative Raum, den die Nicotinamid-Gruppe einnehmen 

kann, deutlich eingeschränkt wird und somit der katalytisch relevante Übergangszustand 

mit größerer Wahrscheinlichkeit ausgebildet wird. Interessanterweise konnte dieser 

zusätzliche Bindeschritt bei der MR nicht nachgewiesen werden, was eine mögliche 

Erklärung für die relativ geringe Reaktionsgeschwindigkeit dieser ER darstellt (Messiha et 

al. 2005).

 

Abbildung 3.11: Zweistufige Bindung von Nicotinamid-Cosubstraten an Enreduktasen 

(ER).  



3.3 Die Enzymfamilie der Enreduktasen (ER) 31 

 

3.3.6 Enzyme Engineering bei ER 

Aufgrund des großen Interesses an stereoselektiven Reduktionen von C=C-Doppel-

bindungen werden ER schon seit den 90iger Jahren für synthetische Zwecke eingesetzt 

(Vaz et al. 1995). Dazu wurden in der ersten Generation wildtypische Enzyme eingesetzt, 

wodurch verschiedene Limitationen aufgezeigt wurden (Amato & Stewart 2015). 

Änderung der Substratgröße 

Ein Beispiel ist in diesem Kontext die geringe Akzeptanz vieler ER gegenüber sterisch 

anspruchsvollen Substraten. Dies hat zur Folge, dass die Enzyme zu einem tendenziell 

frühen Zeitpunkt in der Synthese eingesetzt werden müssen. Dadurch müssen die von 

den ER gebildeten Chiralitätszentren einen Großteil der Synthesesequenz durchlaufen, 

wodurch die Gefahr einer Isomerisierung dieser Positionen groß wird. Aus diesem Grund 

würde die selektive Reduktion eines großen Alkens zu einem fortgeschrittenen Zeitpunkt 

der Synthese bevorzugt werden. (Amato & Stewart 2015) 

Für den Einsatz einer ER in einer Syntheseroute für das Antiepileptikum (S)-Pregabalin 

und weiterer Analoga war die Verwendung verschiedener Acrylsäureester-Derivate mit 

sterisch anspruchsvollen iso-Butylresten als Substrate unumgänglich. Da keine 

wiltypische ER ausreichende Umsätze und Stereoselektivitäten mit diesen Substraten 

lieferte, sollte das Volumen der Bindetasche verändert werden. Hierzu wurden 

verschiedene Aminosäuren im aktiven Zentrum der aus der Tomate (Lycopersicon 

esculentum) stammenden 12-Oxophytodienoat-Reduktase 1 (OPR1) durch die entsprech-

enden Residuen aus homologen ER ersetzt. So war es möglich die Stereoselektivität für 

verschiedene Substrate zu steigern und die Umsätze der Synthesen zum Teil zu 

verdreifachen, wenngleich sie mit Werten zwischen 8 und 37 % weit entfernt von einem 

industriell akzeptablen Bereich liegen. (Winkler et al. 2013) 

Für das Old Yellow Enzyme 1 (OYE1) aus Saccharomyces pastorianus konnte gezeigt 

werden, dass eine Mutation der sterisch anspruchsvollen Position W116 im aktiven 

Zentrum das Substratspektrum um relativ große Baylis-Hillmann-Addukte erweiterte 

(Walton et al. 2011). 

Änderung der Steroselektivität 

Ein weiterer Nachteil bei ER-katalysierten Synthesen ist die immer gleiche 

Stereoselektivität der Enzyme. Alle bisher charakterisierten Reduktasen ermöglichen die 

Durchführführung ausschließlich einer der zwei möglichen anti-Hydrierungen. Das kom-

plementäre anti-Produkt bleibt biokatalytisch unzugänglich. Für einen vielseitigen 
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synthetischen Einsatz wäre jedoch die Existenz enantiokomplementärer ER ideal. 

Nichtsdestotrotz konnte bisher keine ER mit einer ‘reversen’ Stereoselektivität identifiziert 

werde. Dieser negative Aspekt kann in manchen Fällen durch den Wechsel zwischen cis- 

und trans-Substrat umgangen werden, wodurch beide Produkte zugänglich werden. Eine 

Änderung der Alkengeometrie ist jedoch nicht immer umsetzbar und cyclische Substrate 

verbleiben unveränderbar. (Amato & Stewart 2015) 

Diese Einschränkung konnte für das OYE1 überwunden werden. Im Rahmen einer 

Mutagenese von sterisch anspruchsvollen Aminosäuren im aktiven Zentrum, eigentlich mit 

dem Ziel ebenfalls die Bindetasche des Enzyms zu vergrößern, wurde zufällig eine W116I-

Mutante identifiziert, die eine gedrehte Stereoselektivität aufweist. Hierdurch konnte (S)-

Carvon selektiv zu (2S,5S)-Dihydrocarvon reduziert werden, ein Produkt welches zuvor 

biokatalytisch unzugänglich war (Padhi et al. 2009). Durch die systematische 

Untersuchung dieser Enzymposition konnten weitere W116-Mutanten (W116A und 

W116V) charakterisiert werden, welche für (S)- und zusätzlich (R)-Carvon eine gedrehte 

Selektivität aufweisen (Padhi et al. 2009). Durch die Co-Kristallisation der Mutanten 

komplexiert mit den Substraten konnte eine neue hydrophobe Bindetasche für den Allyl-

Rest der Carvon-Spezies identifiziert werden (Pompeu et al. 2013).  

Für das Old Yellow Enzyme 2.6 (OYE 2.6) aus Scheffersomyces stipitis konnte die 

Steroselektivität durch eine Verkleinerung des Bindetaschenvolumens erzielt werden. 

Eine Y78W Mutation führte zu einer gedrehten Bindung des Substrats 2-(Hydroxymethyl)-

2-Cyclopentenon. Durch Strukturaufklärung der Enzymvarianten konnte gezeigt werden, 

dass die sterisch anspruchsvollere Indol-Gruppe eine Änderung der Position der 

Hydroxymethyl-Gruppe des Substrats erzwingt, wodurch selektiv das ‚gedrehte‘ Produkt 

entsteht. Durch eine zusätzliche I113C Mutation und der damit verbundenen Bildung eines 

alternativen Raumes im aktiven Zentrum konnte dieses Verhalten auf weitere Substrate 

übertragen werden. (Walton et al. 2014) 

Auch die Stereoselektivität der Enreduktase YqjM aus Bacillus subtilis konnte für das 

Substrat 2-Methyl-Cyclohexenon verändert werden. Dies wurde mittels Combinatorial 

Active site Saturation Testing (CASTing; (Reetz & Krebs 2011) erreicht. Basierend auf 

einer Kristallstruktur wurden 20 konservierte und nicht-konservierte Aminosäuren des 

aktiven Zentrums der kombinierten Sättigungsmutagene unterzogen (Bougioukou et al. 

2009). Hierdurch konnte nicht nur die Stereoselektivität zum bisherigen (R)-Produkt erhöht 

werden, es wurden auch Mutanten charakterisiert die selektiv das ‚gedrehte‘ (S)-Produkt 

generierten (Bougioukou et al. 2009).  
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Anpassung an industrielle Prozessbedingungen 

Zusätzlich zum Enzyme Engineering zur Überwindung natürlich gegebener Nachteile von 

ER, wurden diese Enzyme an die Anwendung in industriellen Prozessen angepasst. 

Einige Veränderungsvorhaben zielten dabei auf die Erhöhung der Reaktions-

geschwindigkeit ab. In einer umfangreichen Studie wurden in diesem Kontext eine Vielzahl 

von Circularpermutationen des OYE1 durchgeführt (Daugherty et al. 2013). Hierzu wurden 

die originalen Termini des Enzyms zusammengefügt und in einer ersten Durchsicht an 

über 250 unterschiedlichen Positionen des 400 Aminosäuren langen OYE1 versetzt, mit 

dem Ziel die Reaktionsgeschwindigkeit durch einen vergrößerten und flexibleren 

Reaktionsraum zu erhöhen. In dieser Studie konnten vier Regionen der ER um die Loop-

Regionen 3, 5 und 6 identifiziert werden, bei denen einige der Circularpermutanten eine 

höhere Reaktionsgeschwindigkeit mit drei Substraten zeigten (Daugherty et al. 2013). 

Kinetische Messungen konnten zeigen, dass die erhöhte Reaktionsgeschwindigkeit durch 

eine beschleunigte NADP+-Freisetzung erzielt wurde (Daugherty et al. 2015).  

Die Reaktionsgeschwindigkeit der PETNR aus Enterobacter cloacae wurde durch 

Sättigungsmutagenesen von vermeintlich am Reaktionszyklus beteiligten Residuen oder 

Aminosäuren, die sich in Nähe des aktiven Zentrums befinden, erhöht (Hulley et al. 2010). 

Insbesondere zwei Mutationen zeigten sich als ausgesprochen förderlich, die 

Veränderung von W102 zu F oder I. Interessanterweise entspricht dieses Trypthophan 

dem W116 des OYE1, dessen Mutation die Zugänglichkeit der invertierten trans-Produkte 

und die Erweiterung des Substratspektrums ermöglichte. 

Mutationen am Eingang des aktiven Zentrums der Nicotinamid-abhängigen Cyclohexenon 

Reduktase (NCR) aus Zymomonas mobilis führten zu einer minimalen Erhöhung der 

Reaktionsgeschwindigkeit mit verschiedenen Cyclohexenon-Derivaten (Reich et al. 2012). 

Im Rahmen der Arbeit wurden zusätzlich die vier sich am Zugang zur Bindetasche 

befindenden Loop-Regionen durch diejenigen des OYE1 ausgetauscht, jedoch ohne 

nennenswerten Erfolg (Reich et al. 2012).  

Neben der Stereoselektivität wurde auch die Reaktionsgeschwindigkeit von YqjM im 

Rahmen der CASTing-Studie erhöht (Bougioukou et al. 2009). Es konnten Mutanten 

identifiziert werden, die eine bis zu 130-fach erhöhte Reduktionsrate des vom Wildtyp 

schlecht akzeptierten Substrats 2-Methyl-Cyclohexenon aufwiesen. Durch eine 

Untersuchung der Aktivität der reaktivsten Mutanten mit weiteren Substraten konnte eine 

weiterreichende Erhöhung der Reaktionsgeschwindigkeit bestätigt werden (Bougioukou et 

al. 2009). 

Des Weiteren konnte die thermische Stabilität von ER erhöht werden. Hierzu wurden die 

Loop-Regionen 5 und 6 der NCR verkürzt (Reich et al. 2014). Diese Proteinregionen 
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wurden ausgewählt, da diese zwei Oberflächenschleifen bei der Mehrheit der thermisch 

stabilen ER kürzer als bei thermisch labilen ER sind (Scholtissek et al. 2017). Zwar zeigten 

die NCR-Varianten keine zum wildtypischen Enzym veränderten Denaturierungs-

temperaturen, dafür wurde dieses bei der Stabilität in verschiedenen organischen Löse-

mitteln und bei der Reaktivität unter erhöhten Temperaturen übertroffen (Reich et al. 

2014). Des Weiteren konnte durch den Austausch von Loop-Regionen das 

Substratspektrum der NCR erweitert werden. Durch den Übertrag der Loop-Regionen 5 

oder 6 des OYE1 beziehungsweise der MR konnten drei unterschiedliche Aldehyde mit zu 

den Spender-Enzymen vergleichbaren Geschwindigkeiten reduziert werden (Reich et al. 

2016). Eine ebenfalls geringere Produktinhibition durch das Nebenprodukt NAD+ war 

beobachtbar (Reich et al. 2016). 

Zusätzlich wurden Anstrengungen zur Erhöhung der Stereoselekivität der Biokatalysa-

toren unternommen. So wurden Sättigungsmutagenesen der substratbindenden und 

innerhalb der ER konservierten Aminosäurepositionen H181 und H184 der PETNR 

durchgeführt (Toogood et al. 2011). Veränderungen der Position 184, insbesondere eine 

H184N-Mutation führte in diesem Kontext zur gewünschten Erhöhung der 

Stereoselekivität.  

3.3.7 Enreduktase 1 aus Nostoc sp. PCC7120 (NostocER1) 

Die ER aus Cyanobakterien nehmen eine herausragende Stellung innerhalb dieser 

Enzymfamilie ein (Fu et al. 2015). Einige der bisher charakterisierten Vertreter weisen im 

Gegensatz zu ihren Homologen teilweise hohe Aktivitäten mit zahlreichen Substraten bei 

gleichzeitig hohen Stereoselektivitäten auf (Fu et al. 2015). Ein besonders vielver-

sprechendes Enzym im Hinblick für eine industrielle Anwendung ist die Enreduktase 1 aus 

dem cyanobakteriellen Stamm Nostoc sp. PCC7120 (NostocER1), auf die im Folgenden 

näher eingegangen werden soll. 

Substratspektrum 

Als Substrate wurden für die NostocER1 die zyklischen Imide Maleimid und 2-Methyl-

maleimid, die Aldehyde trans-2-Hexenal, trans-3-Phenyl-2-Methylpropenal und Citral, das 

Nitroalken 1-Nitrocyclohexen, sowie die Lactone 2-Cyclohexenon, 2-Cyclopentenon, 2-

Methyl-2-Cyclopentenon, Ketoisophoron, (S)-Carvon und (R)-Carvon untersucht (Tabelle 

3.2). Dabei konnte gezeigt werden, dass die NostocER1 alle verwendeten Stoffklassen 

als Substrat akzeptiert. Lediglich die gemessene Aktivität mit den zwei eingesetzten 

Cyclopentan-Derivaten war sehr gering. Ansonsten waren die gemessenen Aktivitäten im 

Vergleich zu den Aktivitäten von neun weiteren cyanobakteriellen ER ausgesprochen gut. 
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Bei fünf der zwölf untersuchten Substrate wies die NostocER1 die höchste Aktivität auf 

oder besaß keinen signifikanten Unterschied zum Enzym mit der höchsten Aktivität. Des 

Weiteren waren die Aktivitäten mit den interessanten Synthesebausteinen (R)-Carvon und 

1-Nitrocyclohexen ebenfalls vergleichsweise hoch (Fu et al. 2013). 

Tabelle 3.2: Spezifische Aktivitäten der NostocER1 mit Substraten verschiedener 

Stoffklassen (Fu et al. 2013). Assay-Bedingungen: 10 mM Substrat, 

500 µM NADPH, 0,1 M Na-Phosphatpuffer (pH 7,0), 25 °C. 
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Cosubstratpräferenz 

Wie die meisten ER präferiert auch die NostocER1 NADPH über NADH (Toogood et al. 

2010, Fu et al. 2013). So ist beispielsweise die Aktivität mit 200 µM Cosubstrat und 

Maleimid als Substrat mit NADH um das 17,2-fache geringer als mit NADPH (Fu et al. 

2013). Aufgrund des geringeren Preises und der höheren Stabilität unter Prozess-

bedingungen ist die Nutzung von NADH jedoch industriell bevorzugt (Wu et al. 1986, You 

et al. 2017), wodurch sich hier ein Nachteil der NostocER1 offenbart. 

Für das bevorzugte Cosubstrat NADPH besitzt die NostocER1 eine höhere Affinität im 

Vergleich zu fast allen charakterisierten cyanobakteriellen Homologen. Der Km für dieses 

Cosubstrat liegt bei 92.2 ± 8.3 µM (Fu et al. 2013). 

Weitere Charakteristika und bisherige Anwendungen 

Die hohe Stereoselektivität der NostocER1 konnte für die Substrate 2-Methylmaleimid mit 

einem 99 %igen Diastereomerenüberschuss (de) des (R)-Produkts, Ketoisophoron mit 

einem 94 %igen7 Enantiomerenüberschuss (ee) des (R)-Produkts, (S)-Carvon (de 89 %, 

(R)-Produkt) und (R)-Carvon (de 97 %, (R)-Produkt) bestätigt werden (Fu 2013). 

Des Weiteren konnte die NostocER1 für einen Zeitraum von mindestens drei Monaten 

ohne messbaren Verlust von Aktivität in 25 % (v/v) Glycerol bei -80 °C gelagert werden. 

Die Halbwertszeit in 0,1 M Na-Phosphatpuffer lag bei konstanter Temperierung mit 30 °C 

bei 68 h, mit 40 °C bei 30 h und bei 50 °C bei 0,15 h. (Fu 2013)  

Ihr Potential hat die NostocER1 durch den erfolgreichen Einsatz in verschiedenen Anwen-

dungsbereichen unter Beweis gestellt. So war es möglich in einem Ganzzellansatz im 

Litermaßstab 96,8 % von 300 mM (R)-Carvon in 9 h selektiv zu (2R,5R)-Dihydrocarvon 

umzusetzen (de 96,5 %) (Castiglione et al. 2017). Des Weiteren wurden quervernetzte 

Enzymaggregate, im Zuge einer trägerfreien Immobilisierung der Enzyme, hergestellt 

(Mähler 2014). Die Aktivitätsrückgewinnung nach der Quervernetzung lag dabei bei 

45,0 % (Mähler 2014). Eine weitere erfolgreich durchgeführte Immobilisierungsstrategie 

der NostocER1 bestand in der Verankerung der Enzyme in bakterielle Zellhüllen (Polte 

2016). Hierbei konnte die ER, sowohl C- als auch N-terminal, über Membrananker an die 

Cytoplasmamembran von E. coli angeheftet werden, wodurch katalytisch aktive Zellhüllen 

generiert wurden (Polte 2016). 

 

                                                

7 Nach 2 h Reaktionszeit. 
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4 Material und Methoden 

4.1 Allgemeines und biologisches Material 

Eine detaillierte Auflistung der verwendeten Materialien kann im Anhang eingesehen 

werden. Diese beinhaltet die verwendeten Geräte (Kapitel 12.1.1), Verbrauchsmaterialien 

(Kapitel 12.1.2), biologischen Materialien (Kapitel 12.1.3), Chemikalien (Kapitel 12.1.4), 

Enzyme, Standards und Kits (Kapitel 12.1.5), Oligonukleotide (Kapitel 12.1.6), Gen- und 

Proteinsequenzen der wildtypischen Enzyme (Kapitel 12.1.7) sowie Puffer und Medien 

(Kapitel 12.1.8). 

4.2 Molekularbiologische Methoden 

4.2.1 Isolation von DNS 

Plasmidische DNS 

Die Isolation von plasmidischer DNS erfolgte unter Zuhilfenahme des FastGene® Plasmid 

Mini Kit. Hierzu wurden 5 mL einer Plasmid enthaltenden E. coli-Vorkultur sedimentiert 

und die gewünschte DNS nach Herstellerangaben isoliert. Die Plasmide wurden in 50 μL 

des vom Hersteller bereitgestellten Niedrigsalz-Tris-Puffers gelöst und bei -20 °C gelagert. 

DNS-Fragmente 

Um amplifizierte DNS zu isolierten wurde das FastGene® Gel/PCR Extraction Kit 

herangezogen. Die DNS-Fragmente wurden dabei nach Herstellerangaben separiert, in 

30 μL des vom Hersteller bereitgestellten Niedrigsalz-Tris-Puffers gelöst und direkt 

verwendet oder bei -20 °C gelagert. 

4.2.2 Amplifikation von DNS-Fragmenten 

Die Amplifikation von DNS-Fragmenten wurde durch Polymerase-Kettenreaktion (PCR) in 

einem Thermocycler durchgeführt. Dabei wurden die Polymerasen Phusion® HF, Q5® HF 

oder OneTaq® verwendet. Die direkte Amplifikation von DNS aus ganzen E. coli-Zellen 

wurde mittels des FastGene® Optima HotStart ReadyMix durchgeführt. 
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Phusion® HF und Q5® HF 

Die Amplifikation der Fragmente fand in einem 25 μL Ansatz statt. Wurde eine größere 

DNS-Menge benötigt wurde das Gesamtvolumen auf 50 μL erhöht und die Teilvolumina 

wurden entsprechend angepasst. Ein PCR-Ansatz beinhaltete 1 μL plasmidische DNS 

(wobei die Endkonzentration < 10 ng betrug), 0,5 μM Vorwärts- beziehungsweise 

Rückwärts-Primer, 0,2 mM Desoxynukleosidtriphosphate (dNTPs) und 0,02 U μL-1 der 

entsprechenden Polymerase mit dem zugehörigen Phusion® HF Puffer beziehungsweise 

Q5® Reaktionspuffer. Die Bedingungen der PCR werden in Tabelle 4.1 aufgeführt. Die 

Temperatur der 30-sekündigen Anlagerung der Primer während der Zyklisierung wurde 

mittels der vom Hersteller bereitgestellten Software (NEB Tm Calculator) bestimmt. 

Tabelle 4.1: Für die Polymerasen Phusion® HF und Q5® HF verwendete Beding-

ungen bei der thermischen Zyklisierung. 

 

OneTaq® 

Die Amplifikation der Fragmente wurde ebenfalls in 25 μL Ansätzen, beziehungsweise 

falls nötig in 50 μL Ansätzen durchgeführt. Da der vorgemischte OneTaq® 2X Master Mix 

with Standard Buffer verwendet wurde, wurden 50 % (v/v) dieser Mischung mit 2 μL 

Ausgangs-DNS (bis zu einer absoluten Menge von 1 μg) und je 0,5 μM Vorwärts- 

beziehungsweise Rückwärts-Primer vereinigt. Das fehlende Volumen wurde mit sterilem, 

entionisiertem Wasser (H2OVE) aufgefüllt. Die Bedingungen der PCR werden in Tabelle 

4.2 aufgeführt. Die Temperatur der 30-sekündigen Anlagerung der Primer während der 

Zyklisierung wurde ebenfalls mittels der vom Hersteller bereitgestellten Software (NEB Tm 

Calculator) bestimmt. 
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Tabelle 4.2: Ablauf der thermischen Zyklisierung mit der Polymerase OneTaq®. 

 

DNS-Amplifikation aus ganzen Zellen 

Um DNS direkt aus ganzen E. coli-Zellen zu amplifizieren, wurde eine Kolonie-PCR in 

einem 20 μL Ansatz durchgeführt. Hierfür wurde ein Teil der Kolonien von einer Agarplatte 

in 8 μL sterilem H2OVE suspendiert. Diese Suspension wurde anschließend mit je 0,5 μM 

Vorwärts- beziehungsweise Rückwärts-Primer und 10 μL FastGene Optima HotStart 

Ready Mix versetzt. Dieser Mix besteht aus einer einer Mischung zweier Polymerasen 

(einer Taq-Polymerase und einer optimierten archealen DNA Polymerase), dNTPs, dem 

zu den Polymerasen gehörenden Puffer und dem Beladungsfarbstoff, welcher für die 

anschließende Beladung eines Agarosegels benötigt wird. Die Bedingungen der PCR 

werden in Tabelle 4.3 aufgeführt. 

Tabelle 4.3: Ablauf der thermischen Zyklisierung mit dem FastGene Optima Hot-

Start Ready Mix. 
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4.2.3 Ortsgerichtete Mutagenese 

Der ortsgerichtete Austausch von einzelnen Aminosäurepositionen wurde unter 

Verwendung des QuikChange Lightning® Site-Directed Mutagenesis Kit in einem Thermo-

cycler weitestgehend nach Herstellerangaben durchgeführt. Der Reaktionsansatz betrug 

entgegen des Herstellerprotokolls 10 µL. Die für die Mutagenese benötigten Primer 

wurden mittels der vom Hersteller zur Verfügung gestellten Software (QuikChange Primer 

Design) konzipiert. Mit den bereitgestellten Plasmiden wurden abschließend E. coli XL-10 

Gold oder DH5α-Zellen transformiert. 

4.2.4 Bestimmung der DNS-Konzentration 

Die Konzentration doppelsträngiger DNS wurde mittels eines BioSpectrometer unter zu 

Hilfenahme einer Mikroküvette ermittelt. Als Nullprobe wurde Elutionspuffer des Plasmid-

reinigungssets beziehungsweise DNS-Fragmentreinigungssets verwendet. Die DNS-

Konzentration wurde bei 260 nm vermessen. Eine Abschätzung der Reinheit wurde durch 

den Absorptionsquotienten aus 260 und 280 nm durchgeführt. Dieser befand sich 

zwischen 1,85 und 2,15. 

4.2.5 Agarosegelelektrophorese 

Die Amplifikation von DNS-Fragmenten wurde mittels einer Agarosegelelektrophorese 

überprüft. Hierfür wurden die Proben in Ladepuffer suspendiert und in einem Agarosegel 

aus 1 % (w/v) Agarose und Tris-Acetat-EDTA (TAE)-Puffer bei einer Spannung zwischen 

120 und 140 V für 30 bis 45 min aufgetrennt. Zur Visualisierung der aufgetragenen DNS 

wurde in dem Agarose-Gel 5 μL des DNS-Farbstoffes MIDORI green gelöst. Ein 100 bp-

Standard wurde zur Größenbestimmung der Fragmente mitgeführt. 

4.2.6 Restriktion und Ligation von DNS 

Amplifizierte DNS-Fragmente und Plasmide wurden in einer Konzentration von 

10 – 20 ng μL-1 mit den entsprechenden Restriktionsenzymen gespalten. Dabei wurden 

die Enzyme mit der DNS nach Herstellerangaben vereint und für 1 – 2 h bei 37 °C 

inkubiert. Um die Wahrscheinlichkeit einer Rezyklierung bei der Spaltung von Plasmiden 

zu minimieren wurde der Restriktion eine Dephosphorylierung angeschlossen. Hierzu 

wurden den entsprechenden Restriktionsansätzen 0,2 U μL-1 Antarctic Phosphatase und 

der entsprechende Puffer beigesetzt. Daraufhin wurde die DNS für 15 min bei 37 °C 

dephosphoryliert und die Phosphatase abschließend für 5 min bei 65 °C thermisch 

inaktiviert. 
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Die gespaltenen DNS Fragmente wurden mittels des GenElute PCR Clean-up Kits isoliert. 

Die Plasmide wurden anschließend mit Hilfe des Quick Ligation Kits binnen 5 min bei 

Raumtemperatur (RT) oder der T4 DNA Ligase bei 16 °C über Nacht nach den 

entsprechenden Herstellerangaben zusammengefügt und zur Transformation von E. coli 

DH5α-Zellen herangezogen. 

4.2.7 Assemblierung nach Gibson 

Für die Assemblierung von PCR-generierten DNS-Fragmenten nach Gibson wurde der 

NEBuilder® HiFi DNA Assembly Master Mix verwendet. Hierzu wurden in einen 20 μL 

Ansatz je 0,2 pmol der kurzen (< 1 kb) Genfragmente, 0,02 pmol des längeren Vektor-

fragments und 10 μL des Master Mix miteinander vereint. Anschließend wurde der Ansatz 

für 60 min bei 50 °C in einem Thermocycler inkubiert. Danach wurden 8 μL des Ansatzes 

mit 1μL DpnI und dem zugehörigen CutSmartTM
 Buffer versetzt und für 30 min bei 37 °C 

temperiert. Dies war nötig um die nicht synthetisch generierten und somit methylierten 

Plasmide, welche als Vorlage für die Amplifizierung der DNS-Fragmente verwendet 

wurden, abzubauen. Dieser verdaute Ansatz wurde abschließend für 20 min bei 80 °C 

inkubiert und direkt für die Transformation von E. coli DH5α oder XL-10 Gold-Zellen heran-

gezogen. 

4.2.8 Präparation kompetenter Escherichia coli (E. coli)-Zellen 

Um Frend-DNS erfolgreich in E. coli einbringen zu können, wurden chemisch kompetente 

Zellen hergestellt. Hierfür wurde zunächst eine 4 mL Vorkultur des entsprechenden E. coli-

Stamms hergestellt. 1 mL dieser Vorkultur diente als Inokulum für eine 100 mL 

Kultivierung im Schüttelkolben bis eine optische Dichte bei 600 nm (OD600) von 0,3 - 0,6 

erreicht wurde. Anschließend wurden die Zellen über einer Lagerung auf Eis auf < 4 °C 

gekühlt. Während des gesamten folgenden Vorgangs wurde darauf geachtet, eine 

Temperaturerhöhung zu vermeiden, um die finale Transformationsfähigkeit der Zellen zu 

maximieren. Die Zellen wurden für 10 min bei 7000 g und 4 °C sedimentiert. Nach 

Entfernen des Zentrifugats wurden die Zellen in 20 mL vorgekühlter, steriler 0,1 M 

CaCl2-Lösung resuspendiert und für 30 min auf Eis inkubiert. Nachfolgend erfolgte die 

erneute Sedimentation der Zellen für 10 min bei 7000 g und im Anschluss daran die 

Suspendierung in 10 mL vorgekühler, steriler 0,1 M CaCl2-Lösung mit 20 % (v/v) Glycerin. 

Abschließend wurden die Zellen in aliquote Teile von 90 μL beziehungsweise 180 μL 

aufgeteilt, in flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -80 °C für bis zu sechs Monate 

gelagert.
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4.2.9 Transformation kompetenter E. coli-Zellen 

Das Einbringen von plasmidischer DNS erfolgte durch Transformation chemisch 

kompetenter E. coli-Zellen. Dazu wurden bei Ligationsansätzen und Ansätzen der 

Assemblierung nach Gibson 180 μL der bei -80 °C gelagerten Zellen auf Eis aufgetaut und 

mit 20 μL der jeweiligen DNS-Präparation (10 % (v/v)) gemischt. Bei Plasmidpräparationen 

wurden 2 µL auf 90 µL aufgetaute Zellen (2,2 % (v/v)) gegeben, gemischt und für 30 min 

auf Eis inkubiert. Danach wurden die Zellen einem 30 s Hitzeschock bei 42 °C unterzogen 

und für 2 min auf Eis abgekühlt. Anschließend wurde den Zellen 400 % (v/v) eines auf 

37 °C vorgewärmten Transformationsmediums (SOC-Medium) zugegeben und die 

Zellsuspension wurde für 1 h bei 37 °C und 300 rpm in einem Thermomixer regeneriert. 

Bei eingebrachten Plasmidpräparationen wurden 200 μL dieser Suspension direkt auf 

Lysogeny broth (LB)-Agarplatten des entsprechenden Selektionsmarkers ausplattiert und 

bei 37 °C über Nacht inkubiert. Um die ausplattierte Zellmenge bei der Transformation mit 

einem Ligationsansatz zu erhöhen, wurden die regenerierten Zellen vor dem Auftrag auf 

die Agarplatte sedimentiert (Tischzentrifuge, 2500 g, 5 min) und in 200 μL Medium resus-

pendiert. 

4.2.10 Sequenzierung von DNS 

Die Sequenzierung von DNS wurde als Auftragsarbeit von der Firma Eurofins Genomics 

GmbH durchgeführt. Für die Sequenzierung wurden ausschließlich gereinigte Plasmid-

präparationen mit einer Gesamtmasse von > 100 ng herangezogen. Soweit möglich 

wurden die verwendeten Primer vom Dienstleister bereitgestellt. Spezifische Primer 

wurden mit den Plasmidpräparationen in einem gesonderten Eppendorf-Reaktionsgefäß 

in einer Konzentration von 0,1 mM an den Dienstleister versandt. 

4.3 Kultivierung von E. coli 

4.3.1 Stammhaltung 

Die kurzfristige Stammhaltung bis zu zwölf Wochen von E. coli-Zellen erfolgte auf LB-

Agar-Platten versetzt mit dem entsprechenden Selektionsmarker. Diese wurden bei 4 °C 

gelagert und ihr Austrocknen wurde durch den Verschluss der Petrischalen mit Parafilm 

verzögert. Für eine verlängerte Lagerung wurde eine Zellbank angelegt. Hierfür wurden 

die Zellen zunächst in 3 mL LB-Medium, versetzt mit dem entsprechenden 

Selektionsmarker, bei 37 °C und 200 min-1 (Exzentrizität 5 cm) bis zu einer OD600 von 0,6 
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bis 1,0 kultiviert. Anschließend wurde 15 % (v/v) steriles Glycerin zugegeben und die 

Zellen wurden auf die finale Temperatur von -80 °C abgekühlt. 

4.3.2 Bestimmung der Zellkonzentration 

Messung der optischen Dichte  

Die optische Dichte (OD) von E-coli-Zellsuspensionen wurde mit einem Einstrahl-

photometer in Küvetten zur einmaligen Verwendung mit einer Schichtdicke von 1 cm und 

bei einer Wellenlänge von 600 nm gemessen. 

Bestimmung der Biotrockenmasse 

Die Biotrockenmasse (BTM) wurde gravimetrisch bestimmt. Hierfür wurden leere 2 mL 

Eppendorf-Reaktionsgefäße bei 80 °C für mindestens 24 h getrocknet und nach ihrem 

Abkühlen gewogen. Anschließend wurden 1 - 2 mL der zu bestimmenden Zellsuspension 

in den Reaktionsgefäßen sedimentiert (Tischzentrifuge, 17200 g, 10 min), der Überstand 

wurde entfernt und das Zellpellet wurde für mindestens 24 h bei 80 °C getrocknet. Nach 

dem Abkühlen wurden die Reaktionsgefäße erneut gewogen und über die Differenz der 

Massen die Konzentration der BTM bestimmt (Gleichung 4.1). 

   

 𝑐𝑥 =
𝑚𝑣𝑜𝑙𝑙 − 𝑚𝑙𝑒𝑒𝑟

𝑉
 4.1 

   

𝑐𝑥 Biotrockenmassekonzentration, g L-1  

𝑚𝑣𝑜𝑙𝑙 Masse des Reaktionsgefäßes mit Zellen, g  

𝑚𝑙𝑒𝑒𝑟 Masse des Reaktionsgefäßes ohne Zellen, g  

𝑉 Volumen der zu bestimmenden Zellsuspension, L  

   

4.3.3 Vorkulturherstellung 

Vorkulturen wurden in sterilen Reagenzröhren mit einem Nominalvolumen von 13 mL und 

montiertem Belüftungsstopfen durchgeführt. Diese wurden mit 4 mL Terrific broth (TB)-

Medium, versetzt mit dem entsprechenden Selektionsmarker, befüllt und entweder durch 

den Übertrag einer Einzelkolonie einer Agar-Platte oder mit Zellen der Zellbank inokuliert. 
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4.3.4 Heterologe Expression von Proteinen im Schüttelkolben 

Je 2 mL einer Vorkultur wurden für die Inokulation von Schüttelkolben (Nominalvolumen 

1000 mL) gefüllt mit 200 mL TB-Medium, versetzt mit dem entsprechenden Selektions-

marker, verwendet. Das Wachstum erfolgte im Schüttelinkubator bei 200 min-1 

(Exzentrizität 5 cm) und 37 °C exakt bis zu einer OD600 von 0,6. Anschließend wurden die 

Kolben für 2 min auf Eis abgekühlt um die Expressionstemperatur von 20 °C zu erreichen. 

Die Expression wurde durch die Zugabe von 0,2 mM Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid 

(IPTG) induziert. Die Herstellung der Enzyme erfolgte im Schüttelinkubator bei 250 min-1 

(Exzentrizität 3,5 cm) und 20 °C für exakt 20 h. Anschließend wurden die Zellen für die 

weitere Verwendung durch Sedimentation isoliert und direkt aufgeschlossen oder 

kurzzeitig bei 4 °C oder -20 °C gelagert. 

Für die Untersuchung des Einflusses der Expressionstemperatur wurde nach dem 

Erreichen der OD600 von 0,6 die Zeit des Abkühlens der Kolben entsprechend verlängert, 

verkürzt oder gestrichen, um die gewünschte Temperatur der Zellsuspension zwischen 

16 °C und 37 °C zu erreichen. 

4.3.5 Heterologe Expression von Proteinen im Bioreaktor 

Um Proteine in einem skalierbaren Reaktionssystem bereitzustellen wurden Expressionen 

im DASGIP® Parallel Bioreactor System durchgeführt. Dieses Reaktionssystem besteht 

aus vier identischen, gläsernen Rührkesselreaktoren mit einem Flachboden und einem 

Nominalvolumen von 1,5 L. Das Arbeitsvolumen beträgt 0,3 – 0,8 L. Die Reaktoren sind 

jeweils mit zwei Seitenarmen ausgerüstet, wobei ein Arm bestückt mit einem 

Schraubdeckel mit Silikonseptum die sterile Zugabe von Flüssigkeiten und Suspensionen 

erlaubt. Der Leistungseintrag erfolgt durch einen Überkopf-Elektromotor, welcher eine von 

oben eingetauchte Rührwelle mit zwei 6 Blatt-Scheibenrührern antreibt. Für die separate 

Regelung der Temperatur ist der untere Teil jedes Reaktors von einem Heizblock 

umgeben. Im Deckel der Reaktoren sind Durchführungen für pH-Sonde, Sauerstoff-

partialdruck (pO2)-Sonde, Füllstandssonde, Temperaturfühler, Begasungsrohr, Abluft-

kühlung, Probenahmerohr und insgesamt fünf Luer-Lock-Schraubanschlüsse für die 

Zugabe von Säure, Base, Antischaummittel und Zulaufmedium. Die Zugabe der Lösungen 

erfolgt über vier individuell ansteuerbare Mikropumpen. Die Begasung wird über vier 

Gasmischstationen bewerkstelligt, die eine individuelle Begasung mit Druckluft und 

Stickstoff oder einer Mischung dieser Gase erlauben. Ab einem Reaktordrucküberdruck 

von 0,4 bar wird der Zuluftvolumenstrom automatisch reduziert, um eine Schädigung der 

Glaskessel zu vermeiden. Die Prozesssteuerung sowie Dokumentation erfolgt mit der 
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Software DASware® control, die eine separate Einstellung der Prozessparameter für jeden 

Reaktor erlaubt. 

Heterologe Expression mit Zulauf 

Nach abgeschlossener Vorkulturherstellung wurde je 1 mL Zellsuspension zur Inokulation 

eines Schüttelkolbens (Nominalvolumen 500 mL) gefüllt mit 100 mL Wilms-Medium, 

versetzt mit 5 g L-1 Glucose und Selektionsmarker, verwendet. Dieser Schüttelkolben 

wurde bei 200 min-1 (Exzentrizität 5 cm) und 37 °C über Nacht im Schüttelinkubator 

temperiert. Die Zellen wurden durch Sedimentation isoliert und durch die Zugabe von 

frischem, mit Glucose und Selektionsmarker versetztem Wilms-Medium auf eine OD600 

von 30 konzentriert. Die Bioreaktoren wurden mit je 295 mL sterilem Wilms-Medium, 

versetzt mit 1 g L-1 Glucose und Selektionsmarker, befüllt und durch die Zugabe von 5 mL 

Vorkultur auf eine OD600 von 0,5 inokuliert. Der pH wurde während der gesamten 

Kultivierung auf 7,0 reguliert. Dies erfolgte durch die automatische Zugabe einer 

12,5 % (v/v) wässrigen Ammoniaklösung (NH3) beziehungsweise einer 1 M Phosphor-

säurelösung (H3PO4). Der pO2 wurde während des gesamten Bioprozesses über 20 % 

Luftsättigung gehalten und über den Leistungseintrag sowie die Begasungsrate geregelt. 

Für die heterologe Coexpression einer Enreduktase und einer Formiatdehydrogenase 

wurde ein leicht verändertes, literaturbekanntes Hochzelldichteverfahren verwendet 

(Castiglione et al. 2017), welches in die drei Prozessabschnitte Satzphase, Zulaufphase 

und Produktionsphase unterteilt werden kann. Die ersten beiden Prozessabschnitte 

dienten hierbei zur initialen Biomassebildung, wogegen die darauffolgende 

Produktionsphase zur Bereitstellung der Zielproteine durchgeführt wurde. 

Satzphase 

Während der Satzphase sollte die dem Medium vorgelegte Glucose (1 g L-1) verbraucht 

werden. Hierzu wurde die Temperatur auf 37 °C geregelt. Der komplette Verbrauch der 

Kohlenstoffquelle und somit das Ende der Satzphase wurde durch einen sprunghaften 

Anstieg des pO2 angezeigt. 

Zulaufphase 

Für die Zulaufphase wurde die Temperatur auf 30 °C verringert, um den metabolischen 

Stress für die Zellen zu reduzieren. Über einen exponentiellen Zulauf wurde eine 

Wachstumsrate von 0,15 h-1
 vorgegeben. Hierfür wurde die Zugabe einer Substratlösung 

mit 100 g L-1 Glucose, 19,8 g L-1 Diammoniumhydrogenphosphat ((NH4)2HPO4) und 

30 mg L-1 Kanamycin von 1,77 mL h-1 LKultur
-1 über 19,5 h exponentiell auf 

64,80 mL h-1 LKultur
-1 gesteigert (Gleichung 4.2). Nach 5,5 h dieses Prozessabschnitts 
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wurde eine Einmalzugabe von 0,5 g L-1 Magnesiumsulfat Heptahydrat (MgSO4 · 7 H2O) 

und 3 mL L-1
Kultur Spurenelementlösung durchgeführt. 

   

 𝐹𝑒𝑖𝑛(𝑡) =
µ𝑠𝑜𝑙𝑙 · 𝑐𝑥,0 · 𝑉𝑅

0

𝑌𝑥,𝑠 · 𝑐𝑠
· 𝑒µ𝑠𝑜𝑙𝑙·𝑡 4.2 

   

𝐹𝑒𝑖𝑛 Zulaufrate, L h-1 

µ𝑠𝑜𝑙𝑙 Wachstumsrate, h-1  

𝑐𝑥,0 Anfangsbiomassekonzentration, gBTM L-1  

𝑉𝑅
0 Anfangsreaktionsvolumen, L 

𝑌𝑥,𝑠 Substratbezogener Biomasseausbeutekoeffizient (hier: 0,39), gBTM gS
-1 

𝑐𝑆 Substratkonzentration Zulauf, gS L-1 

𝑡 Zeit, h 

   

Produktionsphase 

Nach der Biomassebildungsphase wurde die rekombinante Produktion der Zielenzyme 

über eine Prozesszeit von 25 h durchgeführt. Hierzu wurde die Temperatur für die ersten 

7,25 h des Prozessabschnitts auf 20 °C reduziert und aufgrund von Akkumulation von 

Glucose für die verbleibende Zeit auf 23 °C erhöht. Die Wachstumsrate wurde während 

des Prozessabschnitts auf 0,04 h-1 über die Zugabe einer Substratlösung mit 500 g L-1 

Glucose, 99 g L-1 (NH4)2HPO4 und 30 mg L-1 Kanamycin eingestellt. Hierfür wurde die 

Beigabe von 4,49 mL h-1 LKultur
-1 über 25 h exponentiell auf 15,99 mL h-1 LKultur

-1 gesteigert. 

Die Expression wurde durch die Zugabe von 0,2 mM IPTG gestartet. Nach 5 h dieses 

Prozessabschnitts wurde eine Einmalzugabe von 0,5 g L-1 MgSO4 · 7 H2O, 3 mL L-1
Kultur 

Spurenelementlösung und 0,01 g L-1 Thiamin durchgeführt. Nach Beendigung des 

Bioprozesses wurden die Zellen in Zentrifugenflaschen (Nominalvolumen 1 L) überführt 

und bei 4 °C für maximal 18 h gelagert. 

Heterologe Expression ohne Zulauf 

Nach abgeschlossener Vorkulturherstellung wurden 2 mL Zellsuspension zur Inokulation 

eines Schüttelkolbens (Nominalvolumen 1 L) gefüllt mit 200 mL TB-Medium, versetzt mit 

dem entsprechenden Selektionsmarker, verwendet. Dieser Schüttelkolben wurde bei 

200 min-1 (Exzentrizität 5 cm) und 37 °C über Nacht im Schüttelinkubator temperiert. Die 

Zellen wurden durch Sedimentation isoliert, in frischem TB-Medium resuspendiert und ihre 
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OD600 bestimmt. Die Bioreaktoren wurden mit je 500 mL sterilem TB-Medium, versetzt mit 

10 g L-1 Glucose und Selektionsmarker, befüllt und durch die Zugabe von der Vorkultur 

auf eine OD600 von 0,05 inokuliert. Die Temperatur wurde bis zum Zeitpunkt der Induktion 

auf 37 °C reguliert. Der minimale pH betrug während der Kultivierung 7,0 und wurde durch 

die automatische Zugabe einer 12,5 % (v/v) wässrigen Ammoniaklösung (NH3) reguliert. 

Der pO2 wurde während des gesamten Bioprozesses auf den entsprechenden Sollwert 

von > 40 %, 15 %, 10 % oder 5 % Luftsättigung gehalten und über die Begasungsrate, 

sowie den Leistungseintrag geregelt. 

Nachdem sich keine detektierbare Glucose mehr im Medium befand (was durch einen 

sprunghaften Anstieg des pO2 angezeigt wurde), wurden die Reaktoren auf die 

Expressionstemperatur von 20 °C gekühlt. Nach Erreichen dieser Temperatur wurde die 

heterologe Expression durch die Zugabe von 1 mM IPTG gestartet. Nach einer 

Expressionszeit von 18 h wurden die Zellen in Zentrifugenflaschen (Nominalvolumen 1 L) 

überführt und bei 4 °C für maximal 72 h gelagert. 

4.3.6 Zellaufschluss von E. coli 

Zellaufschluss via Ultraschall  

Um die E. coli-Zellen mittels Ultraschall aufzuschließen wurden diese mit einem 

Ultraschallhomogenisator behandelt. Dabei wurden Zellsuspensionen bis 25 mL 

Gesamtvolumen mit einer Mikrospitze des Typs MS 72, bis 50 mL mit einer Mikrospitze 

des Typs MS 73 und Suspensionen mit einem Volumen von bis zu 200 mL mit einem 

Titanteller des Typs TT 13 behandelt. Die Eintauchtiefe der jeweiligen Mikrospitze bzw. 

des Titantellers betrug dabei 1,5 cm. Sofern nicht anders beschrieben, wurden die Zellen 

mit folgenden Geräteeinstellungen über eine Dauer von 5 min behandelt: Impulse 10 x 

10 s, Leistung: 80 %, Zyklus: 5 x 10 %. 

Zellaufschluss via Glasperlen  

Um die E. coli-Zellen mechanisch aufzuschließen wurden diese mit Glasperlen in einem 

Eppendorf-Reaktionsgefäß mit einem Nominalvolumen von 2 mL und Sicherheits-

verschluss gemischt. Hierzu wurden 0,5 g Glasperlen mit 1 mL Zellsuspension vereint und 

in einer Schwingarmmühle für 5 min bei einer Frequenz von 25 s-1 homogenisiert. 
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4.4 Isolation und Analytik von Proteinen 

4.4.1 Metallaffinitätschromatographie 

Die Isolation von heterolog exprimierten Proteinen wurde mittels Metallaffinitäts-

chromatographie durchgeführt. Hierzu wurden die Zielproteine mit einem N-terminalen 

Hexahistidinanker (His6) versehen. Für die Proteinisolation wurden His-Pur™ Ni-NTA Spin 

Columns mit 0,2 mL Säulenvolumen oder 3 mL Säulenvolumen (SV) verwendet. Jedoch 

wurde das Reinigungsverfahren entgegen der Herstellerangaben ohne Zentrifuge, 

ausschließlich schwerkraftgetrieben durchgeführt und erfolgte unter ständiger Kühlung mit 

Eis. Zur Vorbereitung der Reinigung wurden die Säulen mit je 1 SV H2OVE gewaschen und 

mit 2 SV Equilibrierpuffer (EQ-Puffer) equilibriert. Anschließend wurden zwischen 5 SV 

und 10 SV einer in EQ-Puffer aufgeschlossenen und durch Zentrifugation (10 min, 

mindestens 17000 g und 4 °C) geklärten E. coli-Kultur auf die Säule aufgetragen und mit 

dem Säulenmaterial suspendiert. Die Suspension aus Zellextakt und Säulenmaterial 

wurde für 30 – 45 min bei 4 °C inkubiert. Anschließend wurde die Säule dreimal mit je 

2 SV Waschpuffer gewaschen. Die Elution der Proteine erfolgte mit 1 – 2 SV 

Elutionspuffer. 

Nach jeder Reinigung wurden die Säulen regeneriert. Hierfür wurden diese zweimal mit je 

2 SV MES-Puffer und anschließend zweimal mit je 2 SV H2OVE gewaschen. Für die 

Lagerung wurde das Wasser durch 1 – 2 SV 20% (v/v) Ethanol ersetzt und die Säulen bei 

4 °C aufbewahrt. 

4.4.2 Größenausschlusschromatographie 

Sofern die Reinheit der isolierten Proteine nach der Affinitätschromatographie nicht 

aureichend hoch war, wurde als zweiter Reinigungsschritt die Größenausschluss-

chromatographie herangezogen. Die Reinigung wurde in einem ÄKTATM Pure 

Chromatographiesystem bestückt mit einer Superdex® 200 Increase 10/300 GL Säule mit 

einem SV von 24 mL und einem Trennbereich zwischen 10 und 600 kDa durchgeführt. Als 

Puffer für die Reinigung diente Physiologischer Puffer bei einem pH von 7,2. Die Säule 

wurde mit einer Flussrate von 0,75 mL min-1 betrieben und vor der Verwendung mit 2 SV 

H2OVE und 2 SV Puffer gespült. Das aufgetragene Probenvolumen betrug 200 μL mit einer 

Konzentration von weniger als 10 g L-1. Alle Lösungen wurden vor der Verwendung durch 

einen Filter mit einem Ausschluss von 0,22 μm filtriert. Das Eluat wurde über einen 

Fraktionskollektor in Fraktionen mit einem Volumen von maximal 2 mL gesammelt. 
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4.4.3 Pufferaustausch 

Dialyse 

Für den Austausch von Puffern in Proteinlösungen wurden Dialysen durchgeführt. Dabei 

wurde eine Dialysemembran mit einer Größenausschlussgrenze von 12 – 14 kDa 

verwendet. Vor Gebrauch der Dialysemembran wurde diese für 30 min in H2OVE 

eingeweicht und gründlich mit H2OVE von innen und außen gereinigt. Nach der Befüllung 

mit Proteinlösung wurden beide Enden des Dialyseschlauches mit Schlauchklemmen 

verschlossen und leere Eppendorf-Reaktionsgefäße an den Enden angebracht, um ein 

Absinken der Schläuche zu verhindern. Es wurde mindestens gegen das 200-fache des 

Probenvolumens über Nacht bei 4 °C und unter leichtem Rühren dialysiert. 

Ultrafiltrationseinheit 

Eine weitere angewendete Möglichkeit den Puffer in Proteinlösungen zu Tauschen 

bestand im Einsatz von Ultrafiltrationseinheiten für die Zentrifuge. Einheiten mit 

Nominalvolumina von 1,5 mL und 12 mL wurden nach den jeweiligen Herstellerangaben 

angewendet. Dabei wurde das Volumen der Proteinlösung mindestens dreimal auf unter 

20 % des Ausgangsvolumens reduziert und mit der entsprechenden Menge Puffer wieder 

aufgefüllt. Wenn gewünscht wurde das Volumen der Lösung durch den finalen 

Zentrifugationsschritt reduziert, um die Konzentration der Proteinlösung zu erhöhen. 

4.4.4 Sodiumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese 

Die Auftrennung von Proteingemischen erfolgte über diskontinuierliche Sodium-

dodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-PAGE) mit Trenn- und Sammelgel 

(Laemmli 1970). Es wurden Trenngele mit einem Acrylamid-Gehalt von 12.5 % (v/v) in 

Kombination mit einem 3 % (v/v) Sammelgel herangezogen. Die Polymerisation der Gele 

wurde durch die Zugabe von 100 μL Ammoniumperoxidsulfat (APS, 1% (w/v)) und 10 μL 

N, N, Nʼ, Nʼ-Tetramethylethylendiamin (TEMED) bewerkstelligt. Die Auftrennung erfolgte 

bei einer Stromstärke von 30 mA pro Gel über einen Zeitraum von 75 min. Gelöste 

Proteinproben beziehungsweise ganze E. coli-Zellen wurden vor dem Auftragen auf das 

Gel in Laemmlipuffer gegeben und zur Denaturierung für 5 min bei 95 °C inkubiert. Die 

Abschätzung der molekularen Masse der Proteine erfolgte durch die Verwendung des 

JustBlue Prestained Protein Markers (10 kDa – 180 kDa).  

Anschließend wurden die Proteinbanden der Gele visulalisiert. Hierzu wurde ein 

abgewandeltes Protokoll von Fairbanks angewendet (Fairbanks et al. 1971). Die Gele 
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wurden nacheinander in die drei Fairbankslösungen A, B und C gelegt, darin aufgekocht 

und anschließend für 5 min geschwenkt. Um die Entfärbung des Gels in Lösung C zu 

beschleunigen wurde nach dem Kochen ein Stück Haushaltspapier der Färbeschale 

beigefügt. Die Gele wurden nach der Coomassie-Färbung mittels eines Gel Imager oder 

eines Scanners digitalisiert und gegebenenfalls mit Hilfe des Programms ImageJ 

densitometrisch quantifiziert. 

4.4.5 Proteinquantifizierung 

Bicinchoninsäure  

Die Proteinkonzentrationsbestimmung mittels Bicinchoninsäure erfolgte durch das 

Pierce™ BCA Protein Assay Kit und wurde nach Herstellerangaben verwendet. Trotz des 

vom Hersteller bezifferten geeigneten Proteinkonzentrationsbereichs zwischen 20 und 

2000 mg L-1 wurden die zu bestimmenden Proteinproben für eine bessere 

Vergleichbarkeit auf eine Konzentration zwischen 500 und 1500 mg L-1 verdünnt oder 

konzentriert. 

Densitometrische Proteinquantifizierung 

Die densitometrische Quantifizierung der Proteinkonzentration wurde zur Abschätzung 

der relativen Reinheit der Proteinproben herangezogen. Hierfür wurden die Banden einer 

Spur der mittels des Scanners digitalisierten SDS-PAGE über die Software ImageJ 

miteinander verglichen. Der Anteil eines Proteins in einer Probe wurde als das Verhältnis 

der Signalstärke der gesamten Spur im Vergleich zur entsprechenden Bande bestimmt. 

Die Gesamtproteinkonzentration wurde mittels Bicinchoninsäure bestimmt. 

4.5 Enzymcharakterisierung 

4.5.1 Photometrische Messung der Enzymaktivität 

Da alle in dieser Arbeit verwendeten Oxidoreduktasen NAD(P)H verbrauchen oder bilden 

konnte die Aktivität der Enzyme mit diesen Cosubstraten photometrisch durch die 

Änderung der Absorption bei 340 nm verfolgt werden. Dabei wurden Cosubstrat-

konzentrationen von 200 μM und 500 μM betrachtet. Hierzu wurden Messungen in durch-

sichtigen Flachbodenmikrotiterplatten bei einem Gesamtvolumen von 200 μL durch-

geführt. Zur Realisierung der Messung wurde die zu untersuchende Enzymlösung (in 

0,1 M Natriumphosphat-Puffer (NaP-Puffer) bei pH 7,0) mit dem entsprechenden Volumen 
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der Cosubstratlösung vereint und diese auf ein Volumen von 90 % des Gesamtvolumens 

mit NaP-Puffer aufgefüllt. Jede Reaktionsmischung wurde nach einer Equilibrierung der 

Reaktanden auf 30 °C durch die Zugabe von 10 % (v/v) einer 100 mM Maleimidlösung 

gestartet. Die spezifische Aktivität wurde anhand der Photometerdaten auf der Grundlage 

des Lambert-Beer’schen-Gesetzes ermittelt (Gleichung 4.3). Als Negativkontrolle dienten 

Reaktionsansätze in denen das Substrat Maleimid durch NaP-Puffer ersetzt wurde. Die 

Messungen wurden mindestens im technischen Quintuplikat, die Negativkontrollen im 

technischen Triplikat durchgeführt. 

   

 𝑣𝑥 =
𝛥𝑐𝑁𝐴𝐷(𝑃)𝐻 · 𝑉𝑅

𝛥𝑡 · 𝑉𝐸 · 𝑐𝐸
=

𝛥𝐴340 · 𝑉𝑅 · 106

𝛥𝑡 · 𝜀𝑁𝐴𝐷(𝑃)𝐻 · 𝑑 · 𝑉𝐸 · 𝑐𝐸
 4.3 

   

𝑣𝑥 Spezifische Enzymaktivität, U mg-1  

𝛥𝑐𝑁𝐴𝐷(𝑃)𝐻

𝛥𝑡
 Änderung der Cosubstratkonzentration über die Zeit, μM min-1  

𝑉𝑅 Gesamtvolumen der Reaktion, L  

𝑉𝐸 Volumen der zugegebenen Enzymlösung, L  

𝑐𝐸 Konzentration der zu untersuchenden Enzymlösung, mg L-1   

𝛥𝐴340

𝛥𝑡
 Zeitliche Änderung der Absorption bei 340 nm, min-1  

𝜀𝑁𝐴𝐷(𝑃)𝐻 molarer Extinktionskoeffizient von NAD(P)H bei 340 nm, 6300 L mol-1 cm-1 

𝑑 Schichtdicke der Probe, cm  

   

Die Einheit der Enzymaktivität, eine Unit (U), beschreibt die Oxidation beziehungsweise 

Reduktion von 1 μmol Cosubstrat pro Minute. Bei der Berechnung der Enzymaktivität von 

aufgeschlossenen E. coli-Zellen wurde die Proteinkonzentration cE durch die eingesetzte 

Biotrockenmassekonzentration cx ersetzt. Zur Bestimmung der enzymkinetischen 

Parameter Michaelis-Menten-Konstante (Km) und der maximalen Reaktions-

geschwindigkeit (vmax) wurde die Aktivitätsmessung bei mindestens zwölf verschiedenen 

Cosubstratkonzentrationen zwischen 20 μM und 1600 μM durchgeführt. Bei Konzen-

trationen des Cosubstrats über 900 μM wurde die Schichtdicke der Messungen reduziert, 

indem das Gesamtvolumen der Reaktion auf 150 μL oder 100 μL verringert wurde. 
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4.5.2 Auswertung photometrischer Messdaten 

Die Bestimmung von spezifischen Enzymaktivitäten erfolgte durch die Messung von 

Anfangsreaktionsgeschwindigkeiten. Jede Messung wurde für 10 min mit 100 Daten-

punkten durchgeführt. Mit Hilfe der Software MATLAB R2015b wurde die lineare 

Regression mit der maximalen Steigung für eine Messlänge zwischen 100 und 

20 Datenpunkten ermittelt. Dabei wurden ausschließlich Regressionen berücksichtigt, 

welche ein minimales Bestimmtheitsmaß R² von 0,995 überschritten. In Kapitel 12.2.1 wird 

eine solche Regression beispielhaft dargestellt.Die Bestimmung der enzymkinetischen 

Parameter erfolgte auf Grundlage der gemessenen Enzymaktivitäten bei unterschied-

lichen Cosubstratkonzentrationen. Diese wurden durch eine nicht-lineare Regression auf 

Grundlage einer klassischen Michaelis-Menten-Kinetik über das Programm Sigma-

Plot 12.3 ermittelt. Dabei erfolgte die Parameterbestimmung nach Gleichung 4.4. Die 

Michaelis-Menten-Konstante wurde durch Gleichung 4.5 definiert. 

   

 𝑣𝑥 =
𝑣𝑚𝑎𝑥 · 𝑐𝑆

𝐾𝑚 + 𝑐𝑆
 4.4 

   
 

𝐾𝑚 =
1

2
· 𝑣𝑚𝑎𝑥 

4.5 

   

𝑣𝑥 Spezifische Enzymaktivität, U mg-1  

𝑣𝑚𝑎𝑥 maximale Reaktionsgeschwindigkeit, U mg-1  

𝑐𝑆 Substratkonzentration, mM  

𝐾𝑚 Michaelis-Menten-Konstante, mM 

   

Auf Grundlage des Verhältnisses der enzymkinetischen Parameter vmax und Km wurde die 

katalytische Effizienz (keff) berechnet (Gleichung 4.6). 
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 𝑘𝑒𝑓𝑓 =
𝑣𝑚𝑎𝑥 · 𝑀𝐸

𝐾𝑚 · 6 · 104
 4.6 

   

𝑘𝑒𝑓𝑓 katalytische Effizienz, s-1 mM-1 

𝑣𝑚𝑎𝑥 maximale Reaktionsgeschwindigkeit, U mg-1  

𝑀𝐸 molare Enzymmasse, g mol-1  

𝐾𝑚 Michaelis-Menten-Konstante, mM 

   

Zur Bewertung des Einflusses auf das NADH-Bindeverhalten der NostocER1 wurde die 

relative katalytische Effizienz (RKE) bestimmt. Diese ergibt sich aus dem Verhältnis der 

keff der modifizierten NostocER1 mit NADH zur wildtypischen NostocER1 mit dem 

bevorzugten Cosubstrat NADPH (Gleichung 4.7) 

   

 𝑅𝐾𝐸 =
𝑘𝑒𝑓𝑓𝑁𝐴𝐷𝐻

𝑀𝑢𝑡

𝑘𝑒𝑓𝑓𝑁𝐴𝐷𝑃𝐻

𝑊𝑇  4.7 

   

𝑅𝐾𝐸 relative katalytische Effizienz, - 

𝑘𝑒𝑓𝑓𝑁𝐴𝐷𝐻

𝑀𝑢𝑡  katalytische Effizienz der NostocER1 Mutante mit NADH, s-1 mM-1 

𝑘𝑒𝑓𝑓𝑁𝐴𝐷𝑃𝐻

𝑊𝑇  katalytische Effizienz der wildtypischen NostocER1 mit NADPH, s-1 mM-1 

   

4.5.3 Gaschromatographische Messung der Enzymaktivität 

Um die spezifische Enzymaktivität der Enreduktasen unter der Verwendung des Substrats 

(R)-Carvon zu bestimmen wurde die Rate der (2R,5R)-Dihydrocarvon-Bildung gaschro-

matographisch gemessen. Hierfür wurden Messungen mit einem Gesamtreaktions-

volumen von 10 mL erstellt. Diese bestanden aus 10 mM beziehungsweise der unter 

diesen Bedingungen maximal löslichen Konzentration von (R)-Carvon, 30 – 500 μg mL-1 

Enreduktase und 200 μM oder 500 μM NAD(P)H in 0,1 M NaP-Puffer (pH 7,0). (R)-Carvon 

wurde zur leichteren Handhabung in EtOH gelöst, wobei der finale EtOH-Anteil immer 

geringer als 5 % (v/v) des Gesamtvolumens betrug. Die Reaktionsansätze wurden in 

einem Wasserbad auf 30 °C temperiert und durch die Zugabe des Cosubstrats gestartet. 

Um eine zeitliche Auflösung der Reaktion zu ermöglichen wurden für 5 min alle 30 s 

Proben entnommen. Diese Proben wurden direkt auf Eis abgekühlt, um die Reaktion zu 
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stoppen, und für die Quantifizierung im Gaschromatographen vorbereitet (siehe 

Kapitel 4.6.1). 

4.5.4 Bestimmung des enzymgebundenen Flavinmononukleotid (FMN) 

Die prosthetische Gruppe der Enreduktasen, das vom Vitamin B2 abgeleitete Flavinmono-

nukleotid (FMN), wurde für die isolierten Enzymchargen der verschiedenen Expressionen 

bestimmt. Hierzu wurden 200 μL einer möglichst konzentrierten Enzymlösung mit 50 μL 

einer 10 % (w/v) SDS-Lösung versetzt. Als Leerprobe wurde der nach der Dialyse der 

jeweiligen Enzymcharge entstandene Puffer in gleicher Weise mit SDS behandelt. Nach 

einer Inkubationszeit von 5 – 15 min bei RT, wurden je 200 μL der nun denaturierten 

Enzymlösung und der entsprechenden Leerprobe in eine Kavität der Mikrotiterplatte 

überführt. Aus der Differenz der Absorptionssignale bei 449 nm zwischen Enzymlösung 

und Puffer mit Berücksichtigung des durch die Denaturierung entstandenen 

Verdünnungsfaktors 1,25 konnte die Konzentration des enzymgebundenen FMN auf 

Grundlage des Lambert-Beer’schen-Gesetztes ermittelt werden (Gleichung 4.8). Über den 

Quotienten der Konzentrationen von enzymgebundenem FMN und der 

Gesamtproteinmenge konnte der relative enzymgebundene FMN-Anteil berechnet 

werden (Gleichung 4.9). 

   

 𝑐𝐹𝑀𝑁 =
(𝐴𝐸,449 − 𝐴𝐿,449)  1,25

𝜀𝐹𝑀𝑁 · 𝑑
 4.8 

   
 𝑝𝐹𝑀𝑁 =

𝑐𝐹𝑀𝑁

𝑐𝐸
· 100 4.9 

   

𝑐𝐹𝑀𝑁 Konzentration des enzymgebundenen FMN, mol L-1  

𝐴𝐸,449 Absorption der Enzymlösung bei 449 nm, -  

𝐴𝐿,449 Absorption der Leerprobe bei 449 nm, -  

𝜀𝐹𝑀𝑁 molarer Extinktionskoeffizient von FMN bei 449 nm, 12500 L mol-1 cm-1 

𝑑 Schichtdicke der Probe, cm  

𝑝𝐹𝑀𝑁 Anteil der Enzyme mit gebundenem FMN, %  

𝑐𝐸 Konzentration der Enzymlösung, mol L-1   
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4.5.5 Bestimmung der Thermostabilität 

Die Bestimmung der Thermostabilität wurde durch wiederholte Messung der Enzym-

aktivität während einer konstanten Inkubation bei 40 °C durchgeführt. Hierzu wurden 4 mL 

Enzymlösung mit einer Konzentration zwischen 75,1 μg mL-1 und 16,9 μg mL-1 in 0,1 M 

NaP-Puffer (pH 7,0) in 15 mL Reaktionsgefäße überführt und in einem Thermomixer mit 

entsprechendem Aufsatz bei 40 °C temperiert. Die Enzyme wurden vor der Aktivitäts-

messung auf eine Temperatur von 30 °C equilibriert. Die photometrische Aktivitäts-

messung wurde wie bereits beschrieben (Kapitel 4.5.1) durchgeführt und ausgewertet 

(Kapitel 4.5.2). Über die Aufnahme der zeitlichen Aktivitätsänderung relativ zur Ausgangs-

aktivität war die Bestimmung der Geschwindigkeitskonstanten der Inaktivierung möglich. 

Dabei war ein zweiphasiges Inaktivierungsverhalten beobachtbar, welches durch einen 

doppelt exponentiellen Abfall (Gleichung 4.10) beschrieben werden kann (Reiner et al. 

1987). Da es sich dabei um eine Linearkombination zweier Reaktionen 1. Ordnung handelt 

und somit die Geschwindigkeitskonstanten unabhängig von der Ausgangskonzentration 

sein müssen, wurden ks und kl global für alle Enzymkonzentrationen bestimmt. Der relative 

Anteil der beiden Phasen zueinander (As) wurde hingegen konzentrationsabhängig für 

jede Enzymkonzentration i individuell bestimmt. Die Bestimmung der Parameter erfolgte 

mittels der Software MATLAB R2015b. 

   

 
𝑣𝑡,𝑖

𝑣0,𝑖
= 𝐴𝑖 ·  𝑒−𝑘𝑠·𝑡 + (1 − 𝐴𝑖) ·  𝑒−𝑘𝑙·𝑡 4.10 

   

   

𝑣𝑡,𝑖

𝑣0,𝑖
 Zur Ausgangsaktivität 𝑣0,𝑖 relative Enzymaktivität, -  

𝐴𝑖 Relativer Anteil des Aktivitätsverlustes der Enzymkonzentration i, - 

𝑘𝑠 Geschwindigkeitskonstante der schnellen Inaktivierung, h-1  

𝑡 Zeit, h 

𝑘𝑙 Geschwindigkeitskonstante der langsamen Inaktivierung, h-1  

   

4.5.6 Bestimmung des pH-Optimums 

Die Bestimmung des pH-Optimums der Enzyme erfolgte durch Messungen der Enzym-

aktivität in Puffern die einen unterschiedlichen pH besaßen. Für einen pH-Bereich 

zwischen 5,5 und 8,0 wurde Na-Phosphatpuffer angewendet, für einen Bereich zwischen 

8,0 und 8,5 Tris-HCl-Puffer. Die photometrische Aktivitätsmessung wurde wie in 
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Kapitel 4.5.1 beschrieben mit 500 µM NADH als Cosubstrat durchgeführt und nach 

Kapitel 4.5.2 ausgewertet. 

4.6 Analytische Methoden 

4.6.1 Gaschromatographische Quantifizierung von cyclischen 

Monoterpenoiden 

Alle Messungen von cyclischen Monoterpenoiden wurden in einem Gaschromatograph 

GC-2010 Plus durchgeführt. Die Detektion der Substanzen wurde über einen Flammen-

ionisationsdetektor (FID) durchgeführt, ihre Trennung über eine chirale Lipodex E 

Trennsäule (Länge 25 m, ∅ 0,25 mm). Die Injektortemperatur betrug bei allen Messungen 

200 °C, die des Detektors 250 °C. Helium 5.0 mit einer Flussrate von 3 mL min-1 diente 

als Trägergas. In Kapitel 12.2.1 werden exemplarisch Chromatogramme zur gaschro-

matographischen Quantifizierung von cyclischen Monoterpenoiden aufgeführt. 

Probenvorbereitung 

Um die Monoterpenoide aus den jeweiligen Ansätzen zu isolieren und die verwendete 

chirale Trennsäule vor dem Eintrag von Wasser zu schützen, wurden diese mit 

getrocknetem Ethylacetat (EtOAc) aus den wässrigen Proben extrahiert. Dies erfolgte in 

1,5 mL oder 2 mL Reaktionsgefäßen mit Sicherheitsverschluss durch die Zugabe von 

33 % oder 50 % (v/v) EtOAc zu den wässrigen Proben. Diese Extraktionsansätze wurden 

in einer Schwingarmmühle für 15 min bei einer Frequenz von 25 s-1 dispergiert. 

Anschließend wurden wässrige und organische Phase durch 5 min Zentrifugation bei 

mindestens 17200 g voneinander separiert. 100 μL der organischen Oberphase wurden 

entweder direkt mit 25 μL einer (R)-Limonen Stammlösung (36 mM in trockenem EtOAc) 

versetzt oder durch die Zugabe von 300 μL EtOAc und 100 μL (R)-Limonen Stammlösung 

verdünnt und dann gaschromatographisch analysiert. 

Gaschromatographische Messung 

Für eine Messung wurde 1 μL der Probe über einen automatisierten Probengeber injiziert. 

Der Probenauftrag auf die Säule erfolgte mit einem Split von 10. Die Ofentemperatur 

wurde für 2 min bei 60 °C gehalten und anschließend auf 150 °C mit einer Rate von 

3 °C min-1 erhöht. Dadurch wurden typische Retentionszeiten von 7,5 min für 

(R)-Limonen, 17,4 min für (2R,5R)-Dihydrocarvon, 18,8 min für (2S,5R)-Dihydrocarvon 

und 20,2 min für (R)-Carvon erreicht.  
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Quantifizierung 

Die Quantifizierung erfolgte über Kalibrierstandards mit 0,1 bis 30 mM (R)-Carvon, 0,08 

bis 24,83 mM (2R,5R)-Dihydrocarvon, 0,02 bis 5,31 mM (2S,5R)-Dihydrocarvon und 

7,2 mM (R)-Limonen als internem Standard. Über das Verhältnis der Peakflächen von 

Carvon-Spezies und (R)-Limonen wurden Standardgeraden gebildet mit denen die 

Konzentrationsbestimmung der Proben ermöglicht wurde. 

Aufgrund der Anwendung von Zweiphasensystemen gestaltete sich die homogene 

Probennahme problematisch. Besonders Proben mit einem Volumen unter 0,5 mL führten 

zu gemessenen Gesamtkonzentrationsschwankungen von ± 50 %. Daher wurde die finale 

Dihydrocarvonkonzentration bei Biotransformationen in Zweiphasensystemen durch 

Normierung auf die eingesetzte Substratkonzentration (cS,0) ermittelt (Gleichung 4.11). 

Die maximalen Bildungsraten von Dihydrocarvon wurden durch lineare Regression der 

ermittelten Konzentrationen über die Zeit erhalten. Dabei wurde im Rahmen der 

‚Biotransformationen von (R)-Carvon‘ von der initial gemessenen Probe bis zu einer DHC-

Konzentration von maximal 200 mM und minimal 100 mM regressiert. 

 

   
 

𝑐𝑛 =
𝑐𝐴 +  𝑐𝐵

𝑐𝐴 + 𝑐𝐵 + 𝑐𝑆
 𝑐𝑆,0 4.11 

   

𝑐𝑛 Normierte Dihydrocarvon-Konzentration, mol L-1 

𝑐𝐴 Konzentration (2R,5R)-Dihydrocarvon, mol L-1 

𝑐𝐵 Konzentration (2S,5R)-Dihydrocarvon, mol L-1  

𝑐𝑆 Konzentration des Substrats (R)-Carvon, mol L-1  

𝑐𝑆,0 Initiale Substratkonzentration, mol L-1  

   

4.6.2 Bestimmung der Diastereomerenüberschüsse 

Um die Stereoselektivität der verwendeten Biokatalysatoren zu bewerten, wurde der 

Diastereomerenüberschuss (de) der generierten (2R,5R)-Dihydrocarvon-Spezies be-

stimmt. Der de wurde dabei im Vergleich zum möglichen Nebenprodukt (2S,5R)-Dihydro-

carvon bestimmt und wird in Gleichung 4.12 definiert. 
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𝑑𝑒 =
|𝑐𝐴 − 𝑐𝐵|

𝑐𝐴 + 𝑐𝐵
 100 4.12 

   

𝑑𝑒 Diastereomerenüberschuss, % 

𝑐𝐴 Konzentration (2R,5R)-Dihydrocarvon, mol L-1 

𝑐𝐵 Konzentration (2S,5R)-Dihydrocarvon, mol L-1  

   

4.7 Biotransformationen von (R)-Carvon 

Durch die Biotransformationen von (R)-Carvon sollte ein Substrat in einem präparativen 

Maßstab umgesetzt werden. Um den Einsatz der dafür benötigten hohen Substrat-

konzentrationen zu ermöglichen wurde das Adsorberharz XAD4 als zweite Phase zur 

in situ Substratzugabe und Produktentfernung verwendet. Hierzu wurden 300 mM 

(R)-Carvon mit 450 mM Natriumformiat, 100 - 300 mM NaP-Puffer (pH 7,0) und feuchtes 

Adsorberharz (AH) in einem auf das Substrat bezogenen Massenverhältnis von 3 (AH) zu 

1 (Substrat) in das jeweilige Reaktionsgefäß gegeben. Harz und Substrat wurden für 

2 – 14 h equilibriert. Anschließend wurden die Biotransformationen durch die Zugabe von 

Biokatalysator gestartet und konstant auf 25 °C temperiert. 

4.7.1 Ganzzellbiotransformationen im Rührkesselreaktor 

Die Ganzzellbiotransformationen mit E. coli wurden im 0,7 L Maßstab im DASGIP® 

Parallel Bioreactor System durchgeführt. Dabei wurde das Substrat-Harz-Gemisch bei 

einer Drehzahl von 500 min-1 equilibriert und die Reaktion durch die Zugabe von 300 mL 

in 300 mM Na Phosphat-Puffer (pH 7) suspendierten Zellen mit einer Konzentration 

zwischen 71,1 g L-1 und 78,7 g L-1 gestartet. Direkt im Anschluss wurden der Reaktions-

mischung 100 µM NAD+ beigegeben. Während der Reaktion war der Leistungseintrag 

6,1 W L-1 und der pH wurde durch die automatische Zugabe von 1 M H3PO4-Lösung 

konstant auf 7,0 gehalten. Die Probennahme erfolgte über einen Seitenarm mittels einer 

Pipette (Nominalvolumen 5 mL) bestückt mit einer um 1 cm verkürzten Pipettenspitze. Das 

Probenvolumen betrug 1 mL und jede Probennahme erfolgte im Triplikat. Um die Raten 

der Reaktion ermitteln zu können erfolgte die Probennahme bis 4 h Reaktionszeit in einem 

30 min Takt. Danach wurden die Intervalle der Probennahme verlängert. Anschließend 

wurden die Proben wie in Kapitel 4.6.1 beschrieben aufgearbeitet und quantifiziert. 
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4.7.2 Biotransformation im mL-Maßstab 

Die Biotransformation von (R)-Carvon im 10 – 15 mL Maßstab erfolgte in Reaktions-

gefäßen mit Rollrand, Schnappdeckeln und Kreuzrührern. Die Leistung wurde über eine 

Mehrstellenrührplatte mit einer eingestellten Rührerdrehzahl von 700 - 900 min-1 

eingetragen. Die Biotransformationen wurden dabei im technischen Triplikat durchgeführt. 

Die Probennahme erfolgte mittels einer Pipette (Nominalvolumen 1 mL) bestückt mit einer 

um 7 mm verkürzten Pipettenspitze. Das Probenvolumen betrug zwischen 0,3 mL 0,5 mL. 

Die Proben wurden anschließend wie in Kapitel 4.6.1 beschrieben aufgearbeitet und 

quantifiziert. 

4.8 Statistik 

Die technische Replikation der in dieser Arbeit durchgeführten Messungen erfolgte 

zwischen Triplikaten (n = 3) und Quintuplikaten (n = 5), wodurch arithmetische Mittelwerte 

µT mit einer empirischen Standardabweichung σT gebildet wurden. Sofern erforderlich 

wurden zwischen zwei (m = 2) und sechs (m = 6) biologische Replikate dieser technischen 

Replikate erzeugt, ausgehend von unterschiedlichen Einzelkolonien. Die finalen aus 

biologischer und technischer Replikation kombinierten Mittelwerte µ wurden nach 

Gleichung 4.13 berechnet. Basierend auf der inversen Varianz wurde hierbei eine relative 

Gewichtung βi für jeden technischen Mittelwert µT,i gebildet (Gleichung 4.14). 

   

 µ = ∑ µ𝑇,𝑖

𝑚

𝑖=1

 𝛽𝑖 4.13 

   
 

𝛽𝑖 =

1
𝜎𝑇,𝑖²

∑
1

𝜎𝑇,𝑗²
𝑚
𝑗=1

 4.14 

   

µ Kombinierter Mittelwert aus biologischer und technischer Replikation  

µ𝑇 Mittelwert der technischen Replikate  

𝛽 Relative Gewichtung 

𝜎𝑇 Standardabweichung der technischen Replikate 

   

Die finalen Standardabweichungen σ aus biologischer und technischer Replikation 

wurden nach Gleichung 4.15 berechnet. 
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𝜎 = √∑(µ𝑇,𝑖² + 𝜎𝑇,𝑖²) 𝛽𝑖 − µ²

𝑖

 4.15 

   

𝜎 Finale Standardabweichung 

   

4.9 Software 

4.9.1 Erstellen von Homologiemodellen 

Auf Grundlage eines mit dem Basic Local Alignment Tool (BLAST) durchgeführten 

Sequenzvergleichs wurde die literaturbekannte Kristallstruktur mit der größten 

Sequenzidentität und Sequenzähnlichkeit zum gewünschten Zielenzym identifiziert. Auf 

Basis dieser Kristallstruktur wurde über die Software MODELLER ein Homologiemodell 

des Zielenzyms erstellt, welches die gebundene prosthetische Gruppe FMN und ein sich 

im aktiven Zentrum befindendes, unreaktives Cosubstratanalogon 1,4,5,6-Tetrahydro-

nicotinamidadenindinucleotid (NADH4) beinhaltete. Anhand der Position von NADH4 

wurde NADH dem Homologiemodell manuell beigefügt. Danach wurde das Zielenzym und 

NADH in CHARMM36 parametrisiert, unter Zuhilfenahme der präzisierten Parameter 

CHARMM36m. Für FMN wurde aus einer mol2-Datei der Zink Datenbank über den 

CGenFF-Server (https://cgenff.paramchem.org) ein CHARMM36 kompatibles Kraftfeld 

generiert. Abschließend wurde eine Energieminimierung über die Methode des steilsten 

Abstiegs mit Konvergenzkriterien von 8500 Schritten oder 100 kJ mol-1 nm-1 durchgeführt. 

Dies wurde mit Hilfe der GROningen Machine for Chemical Simulations (GROMACS) 

Version 2016.3 bewerkstelligt. Die korrekte Positionierung von FMN nach der 

Energieminimierung wurde durch den Kontakt der prosthetischen Gruppe zu literatur-

bekannten, konservierten Aminosäurepositionen überprüft. Die Visualisierung der 

generierten Strukturen erfolgte mit UCSF Chimera 12.  

4.9.2 Verwendete Software 

Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) 

Vom National Center for Biotechnology Information (NCBI) bereitgestelltes Programm für 

den Vergleich von Gen- oder Proteinsequenzen mit Sequenzen aus öffentlichen 

Datenbanken. BLAST wurde für die Determinierung von Proteinsequenzidentität 

und -ähnlichkeit zweier Primärstrukturen herangezogen. 

https://cgenff.paramchem.org/
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CHARMM36 

Ein Programm zur empirischen Kraftfeldparametrisierung von chemischen Molekülen. 

DASware® control 

Von der Firma Eppendorf kommerziell vertriebenes Computerprogramm zum Betrieb und 

der Steuerung von Bioprozessen im vom Hersteller vertriebenen DASGIP® Parallel 

Bioreactor System. 

Groningen Machine for Chemical Simulations (GROMACS) 

Ein Packet aus Computerprogrammen für die Simulation und Auswertung molekular-

dynamischer Prozesse. 

ImageJ 1.49v 

Das vom National Institutes of Heath entwickelte, wissenschaftliche Bildverarbeitungs-

programm wurde für die densitometrische Analyse von SDS-Gelen verwendet. 

LabSolution Lite for GC 

Von der Firma Shimadzu bereitgestellte Software zur Bedienung gaschromatographischer 

Systeme und Auswertung von Messdaten. 

MATLAB R2015b 

Ein kommerzielles, von der Firma MathWorks vertriebenes Computerprogramm zur 

Lösung mathematischer Probleme. MATLAB R2015b wurde für die automatisierte 

Auswertung bei der photometrischen Messung von Enzymaktivitäten verwendet. 

MODELLER 9.11 

Ein Computerprogramm für die Modellierung von Homologien oder Vergleichen von 

dreidimensionalen Proteinstrukturen. 

NEB Tm Calculator v1.9.13 

Ein Werkzeug zur Bestimmung der optimalen Anlagerungstemperaturen von Primern bei 

PCR Reaktionen mit Polymerasen der Firma New England Biolabs. 

QuikChange Primer Design 

Von der Firma Agilent bereitgestelltes Werkzeug zur Konstruktion von Primern optimiert 

für die punktuelle Mutagenese von DNS. 

Serial Cloner V2.6.1 

Ein Computerprogramm für das Planen und Visualisieren von molekularbiologischen 

Arbeiten. 
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SigmaPlot 12.3 

Ein kommerziell von der Firma Systat Software vertriebener Funktionenplotter, der Gra-

phen mathematischer Funktionen berechnet und zeichnet. 

T-Coffee 8.99 

Tree-based Consistency Objective Function For alignment Evaluation (T-Coffee) ist ein 

freies Programm zur Erstellung von multiplen Sequenzvergleichen nach einem 

progressiven Ansatz (Notredame et al. 2000, Di Tommaso et al. 2011). T-Coffee wurde 

für den Primärstrukturvergleich zweier Enzyme verwendet. 

UNICORN 6 

Ein von GE Healthcare vertriebenes Prozessleitsystem für den Betrieb des vom selben 

Hersteller erhältlichen ÄKTATM pure Chromatographiesystems.  
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5 Analyse der NostocER1 

5.1 Primärstruktur 

Die ersten Expressionen und Charakterisierungen der NostocER1 wurden mit einem 4028 

Aminosäuren langen Enzym durchgeführt (Fu 2013). Diese Proteinsequenz basierte auf 

einer initialen Annotation (NP_484870)9 im Genom des Cyanobakteriums Nostoc sp. 7120 

(Kaneko et al. 2001). Durch einen Sequenzvergleich der NostocER1 mit 15 literatur-

bekannten ER der Klasse I konnte eine auffallend lange N-terminale Sequenz dieses 

cyanobakteriellen Enzyms identifiziert werden. So umfasst die Sequenz zwischen N-

Terminus und dem bei ER der Klasse I konservierten Threonin (MR-Nummerierung: T32), 

welches an der Bindung der prosthetischen Gruppe FMN beteiligt ist, 27 bis 38 

Aminosäuren. Bei der NostocER1 umfasste diese Sequenz hingegen 65 Aminosäuren. 

Des Weiteren zeigte ein erstelltes Homologiemodell der NostocER1 keinen 

strukturgebenden Beitrag in diesem Proteinbereich. Zusätzlich wurde die NostocER1 

zwischenzeitlich einer neuen Annotation unterzogen (WP_044521106)9, welche eine 

kürzere N-terminale Sequenz enthielt. 

Auf dieser Basis wurde das Gen der NostocER1 um 37 Codons verkürzt, sodass das 

nächste ATG der Sequenz als neues Startcodon diente. Anschließend wurden beide 

Enzymvarianten parallel exprimiert, gereinigt und die Aktivität zu ihrem bevorzugten 

Cosubstrat NADPH gemessen (Abbildung 5.1, Tabelle 12.26). 

Wie in Abbildung 5.1 zu erkennen ist, hatte die N-terminale Verkürzung der NostocER1 

keinen Einfluss auf die Enzymaktivität. So ist die auf die Enzymmasse bezogene 

spezifische Aktivität der ‚ursprünglichen‘ NostocER1402 bei einer Cosubstratkonzentration 

von 200 µM (k200) und 500 µM (k500) NADPH nicht signifikant unterschiedlich zu der 

Enzymvariante mit 365 Aminosäuren. Aufgrund dessen wurde für alle weiteren 

Untersuchungen ausschließlich die kürzere Enzymvariante der NostocER1 verwendet, 

welche fortan als NostocER1 bezeichnet wird. 

                                                

8 Alle Proteine verfügen über einen N-terminalen Hexahistidinanker und eine Linker-Sequenz, 
welche bei der Zählung und Nummerierung nicht berücksichtigt wurden. Die Proteinsequenzen 
befinden sich im Anhang, unter Kapitel 12.1.7. 
9 Accession Number des National Center for Biotechnology Information (NCBI) 
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Abbildung 5.1: Auf die Enzymmasse bezogene spezifische Aktivitäten der NostocER1 

mit 402 Aminosäuren (NostocER1402, grau) und der NostocER1 mit 365 

Aminosäuren (NostocER1, weiß) bei einer NADPH-Konzentration von 

200 μM (k200) und 500 μM (k500). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

5.2 Reaktivität 

Um eine solide Grundlage für einen späteren Vergleich von wildtypischer NostocER1 und 

den bereitgestellten Varianten mit gestalteten NADH-Bindeeigenschaften zu generieren, 

wurde die Reaktivität der NostocER1 ausgiebig charakterisiert. Dies umfasste die 

Bestimmung der spezifischen Aktivitäten des Enzyms mit den Cosubstraten NADH und 

NADPH, die enzymkinetischen Parameter Michaelis-Menten-Konstante (Km) und 

maximale Reaktionsgeschwindigkeit (vmax) für beide Cosubstrate und die spezifische 

Aktivität mit (R)-Carvon als Substrat. 

5.2.1 Aktivität mit NAD(P)H 

Als Erstes wurden die spezifischen Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 

200 µM (v200) und 500 µM (v500) mit NADH und NADPH ermittelt (Abbildung 5.2, Tabelle 

12.27). Dabei konnte die bereits bekannte (Fu et al. 2013) starke Präferenz dieser ER für 

das phosphorylierte Cosubstrat bestätigt werden. Dies spiegelt sich in einem 

Aktivitätsverhältnis der beiden v200 Aktivitäten von 10,45 ± 1,81 beziehungsweise der 

beiden v500 Aktivitäten von 4,95 ± 0,98 wider. 
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Abbildung 5.2: Spezifische Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM 

(v200) und 500 µM (v500) der NostocER1 mit NADPH (grau gestreift) und 

NADH (weiß). Die dargestellten Werte bilden das Mittel aus fünf 

(NADPH) beziehungsweise sechs (NADH) biologischen Replikaten. 

Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM Male-

imid, pH 7, 30 °C. 

5.2.2 Enzymkinetische Parameter 

Für eine detailliertere Charakterisierung der Reaktivität wurden die enzymkinetischen 

Parameter Michaelis-Menten-Konstante (Km) und maximale Reaktionsgeschwindigkeit 

(vmax) der NostocER1 mit den beiden Cosubstraten ermittelt (Abbildung 5.3). 

 

Abbildung 5.3: Michaelis-Menten-Konstante (Km, A) und maximale Reaktionsgeschwin-

digkeit (vmax, B) der NostocER1 mit NADPH und NADH. Die 

dargestellten Werte bilden das Mittel aus drei biologischen Replikaten. 

Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM Male-

imid, pH 7, 30 °C. 
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Die starke Präferenz der NostocER1 für NADPH kann durch die Betrachtung der enzym-

kinetischen Parameter noch besser veranschaulicht werden. Obwohl die Messungen mit 

NADH aufgrund des sehr hohen Km von 1052,8 ± 222,2 μM mit einer größeren 

Unsicherheit belastet sind, ist ein deutlicher Unterschied zu den Parametern mit NADPH 

zu erkennen. So ist der Km mit dem präferierten Cosubstrat mit 80,2 ± 18,6 μM um einen 

Faktor von 13,13 ± 4,11 geringer als derjenige mit NADH. Darüber hinaus ist die maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit mit NADPH mit 37,71 ± 1,33 U mg-1 um einen Faktor von 

1,76 ± 0,23 höher als diejenige mit NADH (21,48 ± 2,65 U mg-1). 

Zusätzlich wurde die katalytische Effizienz (keff) für beide Cosubstrate basierend auf den 

entsprechenden kinetischen Parametern berechnet (Abbildung 5.4). So beträgt die keff mit 

NADPH als Cosubstrat 328,3 ± 76,9 s-1 mM-1, diejenige mit NADH hingegen nur 

14,3 ± 3,5 s-1 mM-1. Demnach ist die keff mit dem bevorzugten Cosubstrat um einen Faktor 

von 23,04 ± 7,80 höher. Als zusätzliches Maß für diese Präferenz und zur späteren 

Einordnung der Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der NostocER1 wird die relative 

katalytische Effizienz (RKE), welche sich aus dem Verhältnis der keff mit NADH zur keff mit 

NADPH berechnet (siehe Gleichung 4.7), angegeben. Diese betrug bei der wildtypischen 

NostocER1 0,043 ± 0,015. 

 
Abbildung 5.4: Katalytische Effizienz (keff) der NostocER1 mit NADPH und NADH. 

5.2.3 Aktivität mit (R)-Carvon 

Um den Einsatz der NostocER1 in einer Reaktion von industrieller Relevanz abzubilden, 

wurde die Reduktion von (R)-Carvon (1) zu (2R,5R)-Dihydrocarvon (2) betrachtet 

(Abbildung 5.5). Dabei kann als Nebenprodukt (2S,5R)-Dihydrocarvon (3) entstehen. 
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Abbildung 5.5: NostocER1 katalysierte Reduktion von (R)-Carvon (1) zum selektiv ge-

bildeten Produkt (2R,5R)-Dihydrocarvon (2) unter dem Verbrauch von 

NAD(P)H. Als Nebenprodukt kann (2S,5R)-Dihydrocarvon (3) entstehen. 

Die v500 der NostocER1 für beide Cosubstrate bei der Reduktion von 10 mM (R)-Carvon 

sind in Abbildung 5.6, A dargestellt. Mit einer spezifischen Aktivität von 2,71 ± 0,07 U mg-1 

mit NADPH als Cosubstrat ist die Reduktase um einen Faktor von 3,55 ± 0,29 schneller 

als mit dem nichtphosphorylierten Cosubstrat (0,77 ± 0,06 U mg-1). Somit ist der 

Aktivitätsunterschied in einem ähnlichen Bereich wie derjenige der zwei v500 Messungen 

mit Maleimid als Substrat (Abbildung 5.2). Wie zu erwarten war, hat ein Wechsel des 

Cosubstrats keinen Einfluss auf die Stereoselektivität des Enzyms (Abbildung 5.6, B). Der 

Diastereomerenüberschuss (de) von 2 über 3 befindet sich bei beiden Reduktionen in 

einem wünschenswerten hohen Bereich um 98,5 %. 

 

Abbildung 5.6: Spezifische Aktivität mit 500 µM Cosubstrat (v500, A) und Diastereo-

merenüberschuss (de, B) bei der NostocER1 katalysierten Reduktion 

von (R)-Carvon, unter der Verwendung von NADPH und NADH als Co-

substrat. Die dargestellten Werte bilden das Mittel aus zwei (NADPH) 

beziehungsweise drei (NADH) biologischen Replikaten. Weitere Assay-

Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM (R)-Carvon, pH 7, 

30 °C. 
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5.3 Einflussfaktoren der Expression in E. coli auf die 

Enzymaktivität 

Die ersten biologischen Replikate der NostocER1 brachten gereinigte Enzymchargen mit 

unterschiedlichen Enzymaktivitäten hervor. Darauf wurde einerseits mit der Etablierung 

eines strikten Expressionsprotokolls reagiert (Kapitel 4.3.4) und andererseits wurden 

mögliche Ursachen für die beobachteten Unterschiede untersucht. In diesem Kontext 

wurde die Temperatur während der heterologen Proteinexpression variiert und der 

Sauerstoffeintrag während der Expression verändert. 

5.3.1 Variation der Expressionstemperatur 

Der Einfluss der vorherrschenden Temperatur während der Proteinexpression auf die 

Aktivität der resultierenden Enzyme sollte untersucht werden. Aus diesem Grund wurde 

NostocER1 im Schüttelkolben, jeweils im biologischen Duplikat, bei Temperaturen 

zwischen 16 °C und 40 °C in E. coli exprimiert und die spezifische Aktivität nach affinitäts-

chromatographischer Reinigung bestimmt. Zusätzlich wurde die proteingebundene FMN-

Konzentration bestimmt und relativ zur Enzymkonzentration gesetzt. Die ermittelten Daten 

sind in Abbildung 5.7 dargestellt und in Tabelle 12.28 aufgelistet. 

 

Abbildung 5.7: Spezifische Aktivität mit 500 μM NADH als Cosubstrat (v500, Kreise) und 

die zur Enzymkonzentration relative FMN-Konzentration (Quadrate) der 

bei der entsprechenden Temperatur exprimierten Enzymchargen. Die 

dargestellten Werte bilden das Mittel aus zwei biologischen Replikaten. 

Die FMN-Konzentrationen wurden im technischen Unikat ermittelt, 

weswegen die relativen Werte als Mittelwert ohne Standardabweichung 

angegeben werden. Weitere v500 Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Bei Betrachtung der v500 der verschiedenen Enzymchargen ist ein Maximum der 

Enzymaktivität in einem Bereich der Expressionstemperatur zwischen 27,5 °C und 37 °C 

zu beobachten. Die bei dieser Temperatur bereitgestellten Enzyme weisen nach ihrer 

Reinigung eine spezifische Aktivität zwischen 7,14 ± 0,22 U mg-1 und 7,75 ± 0,45 U mg-1 

auf. Deutliche Unterschiede ergaben sich bei niedrigeren und höheren Temperaturen. Die 

geringste spezifische Aktivität wurde nach der Expression bei 16 °C gemessen. Der 

bestimmte Wert von 4,29 ± 0,43 U mg-1 entspricht nur 55 % des höchsten gemessenen 

v500. Zwischen 16 °C und dem beobachteten maximalen Temperaturbereich ist ein stetiger 

Anstieg der Enzymaktivität mit der Temperatur zu beobachten. Gleichzeitig ist eine 

Zunahme der proteingebundenen FMN-Menge mit steigender Expressionstemperatur zu 

erkennen. Da nur ER mit einem gebundenen FMN im aktiven Zentrum Aktivität aufweisen 

können, besteht ein direkter Zusammenhang zwischen spezifischer Aktivität und relativem 

proteingebundenen FMN-Anteil. Demnach kann der beobachtete Anstieg der Aktivität 

hierdurch begründet werden. Eine Illustration dieses Zusammenhangs wird durch die 

Auftragung der zu den Maximalwerten nach einer Expression bei 30 °C relativen 

enzymgebundenen FMN-Konzentration (relativer FMN-Anteil) über die relative Enzym-

aktivität (relativer v500) erhalten (Abbildung 5.8). 

 

Abbildung 5.8: Auftragung der zur maximal ermittelten Enzymaktivität bei einer 

Expressionstemperatur von 30 °C relative v500 über den zu 30 °C 

relativen FMN-Anteil der NostocER1. Die Ezyme nach einer Expression 

mit 16 – 37 °C (weiße Kreise) folgen dabei einem linearen Zusammen-

hang (schwarze Linie). Die Enzyme nach einer Expression bei 40 °C 

(grauer Kreis) weichen von diesem Zusammenhang ab.  
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Von einer Expressionstemperatur zwiswchen 16 °C und 37 °C zeigen alle relativen Werte 

einen linearen Zusammenhang. Einzige Ausnahme hierzu stellen die bei einer Temperatur 

von 40 °C exprimierten NostocER1 dar. Die spezifische Aktivität dieser Enzyme ist mit 

4,54 ± 0,32 U mg-1 deutlich niedriger als die Werte im Bereich der optimalen 

Expressionstemperatur. Nichtsdestotroz befindet sich der proteingebundene FMN-Anteil 

mit 93 % jedoch nahe dem Maximalwert. Gegebenenfalls fanden bereits während der 

Expression temperaturbedingte Teilentfaltungen der Enzyme statt, die eine Senkung der 

Aktivität aber keine FMN-Freisetzung verursachten. Eine weitere Möglichkeit besteht im 

Auftreten von Hitzeschock-Proteasen. Diese Proteasen werden bei thermischem Stress 

vermehrt in E. coli exprimiert (Arsène et al. 2000). Der dadurch verursachte proteolytische 

Abbau der NostocER1 kann zu einer Senkung der Aktivität führen, ohne dabei die Bindung 

zwischen ER und FMN zu beeinträchtigen. 

5.3.2 Variation des Sauerstoffeintrags 

Zusätzlich zur Untersuchung des Einflusses der Temperatur auf die finale Enzymaktivität 

wurde der Einfluss des Sauerstoffeintrags während der Expression betrachtet. Mit 

steigender Zellzahl singt die Sauerstoffverfügbarkeit während der Kultivierung im 

Schüttelkolben. Eine Sauerstofflimitierung hat die Expression von über 200 Genen zur 

Folge, um den Metabolismus der Zelle auf den veränderten Umwelteinfluss einzustellen. 

Dies wiederum erhöht die Belastung der Zellen und verhindert optimales Wachstum, 

wodurch negative Einflüsse auf die Proteinexpression entstehen können. 

Um die Auswirkung des Sauerstoffeintrags auf die ‚Qualität‘ der Enzyme zu untersuchen, 

wurde die NostocER1 im Satzverfahren in parallelen Rührkesselreaktoren bereitgestellt. 

Dabei wurde der Sauerstoffpartialdruck (pO2) während des gesamten Prozesses auf 

> 40 %, 15 %, 10 % und 5 % Luftsättigung geregelt. Die bereitgestellten Enzyme wurden 

gereinigt und hinsichtlich ihrer Aktivität charakterisiert. In Abbildung 5.9 werden die v500 

mit beiden Cosubstraten der NostocER1 relativ zu der nicht Sauerstoff limitiert 

bereitgestellten NostocER1 (pO2 > 40 %) dargestellt. 
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Abbildung 5.9: Relative spezifische Aktivitäten der mit unterschiedlichen Sauerstoff-

partialdrücken (pO2) im Rührkesselreaktor im Satzverfahren 

bereitgestellten NostocER1. Die v500 der bei einem pO2 von 5 %, 10 %, 

15 % (grau) exprimierten Enzyme wurden relativ zum entsprechenden 

v500 der bei einem pO2 von > 40 % (weiß) exprimierten Enzyme 

aufgetragen. Assay-Bedingungen: 500 μM NAD(P)H, 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Trotz des stark unterschiedlichen Sauerstoffeintrags vor und während der Expression, 

zeigen die erhaltenen NostocER1 einen sehr geringen Aktivitätsunterschied. Die 

spezifische Aktivität der NostocER1, die in dem Reaktor ohne Sauerstofflimitierung 

bereitgestellt wurde, ist bei der Messung mit beiden Cosubstraten jeweils am höchsten. 

Jedoch lagen verglichen hierzu die relativen Aktivitäten der Enzyme der drei Reaktoren 

mit gesenktem Sauerstoffeintrag zwischen 84,8 ± 3,7 und 92,7 ± 3,2 % und somit nur 

marginal unter derjenigen ohne Limitierung. Darüber hinaus ist kein signifikanter 

Unterschied zwischen den spezifischen Aktivitäten der drei NostocER1, die bei einem pO2 

von 15 %, 10 % und 5 % hergestellt wurden, erkennbar.  

Dadurch konnte gezeigt werden, dass der Sauerstoffeintrag während der heterologen 

NostocER1-Expression in E. coli einen sehr geringen Einfluss besitzt, obwohl anhand der 

Acetat-Akkumulation im Medium das Vorhandensein einer deutlichen Sauerstoffli-

mitierung gezeigt werden konnte (siehe Anhang, Abbildung 12.1). 

5.4 Thermische Inaktivierung 

Zusätzlich wurde die thermische Stabilität der NostocER1 untersucht. Hierzu wurden die 

Enzyme durch konstante Temperierung mit 40 °C in Konzentrationen zwischen 
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75,1 mg L-1 und 16,9 mg L-1 inaktiviert und die zeitliche Änderung der Aktivität bestimmt. 

Die erhaltenen zeitlichen Verläufe der relativen Aktivität sind in Abbildung 5.10 dargestellt.  

 

Abbildung 5.10: Relative Änderung der Enzymaktivität über die Inkubationszeit bei 40 °C 

und einer Enzymkonzentration von 75,1 mg L-1 (A), 67,6 mg L-1 (B), 

33,8 mg L-1 (C), 22,5 mg L-1 (D), 16,9 mg L-1 (E). Die schwarze Linie ist 

das Ergebnis eines zweiphasigen exponentiellen Abfalls nach 

Gleichung 4.10. Assay-Bedingungen: 500 µM NADPH, 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Durch Anwendung von Gleichung 4.10 war eine mathematische Beschreibung der 

Inaktivierungen möglich. Hierdurch konnten die konzentrationsunabhängigen Geschwin-

digkeitskonstanten der zwei beobachteten Phasen der Inaktivierung bestimmt werden. 

Diese war für die schnelle Inaktivierung (ks) mit 1,041 ± 0,098 h-1 um einen Faktor von 

89,8 ± 13,1 höher als die Konstante der langsamen Inaktivierung (kl) mit 0,012 ± 0,001 h-1. 

Des Weiteren werden in Tabelle 5.1 die konzentrationsabhängigen relativen Anteile (Ai) 

der schnellen ersten Inaktivierungsphase  aufgelistet. Es ist zu erkennen, dass sich Ai über 

den untersuchten Konzentrationsbereich der Enzyme nicht signifikant voneinander 

unterscheiden. Sie befinden sich größtenteils in einem Bereich zwischen 45,7 ± 2,6 % und 

52,5 ± 2,7 %. Lediglich die Messung bei den Enzymkonzentrationen von 67,6 mg L-1 

ergab hierzu ein verändertes Bild. Hier war der relative Anteil der schnellen 

Inaktivierungsphase mit 26,7 ± 2,6 % im Vergleich zu den anderen untersuchten 

Enzymkonzentrationen deutlich geringer. Dementsprechend war der relative Anteil der 

langsamen Inaktivierung mit 73,3 ± 2,6 % deutlich höher. 

Tabelle 5.1: Auflistung der relativen Anteile (Ai) der zwei Phasen der thermischen 

Inaktivierung der NostocER1 bei 40 °C in Abhängigkeit der Enzymkonzen-

tration. 

 

5.5 pH-Optimum 

Das Optimum der Enzymaktivität der NostocER1 wurde für einen pH-Bereich zwischen 

pH 5,5 und pH 8,5 bestimmt. Hierzu wurden v500 Messungen mit NADH als Cosubstrat in 

Puffer bei den entsprechenden pH durchgeführt (Abbildung 5.11). 

Von einem pH 5,5 hin zu einem pH 8 ist ein starker Anstieg der Aktivität der NostocER1 

zu beobachten. So steigt die Enzymaktivität von 1,15 ± 0,03 U mg-1 (pH 5,5) um mehr als 

das 6-fache auf 7,09 ± 0,19 U mg-1 bei pH 8 an. Der ab pH 8 bedingte Pufferwechsel in 

einen Tris-HCl-Puffer führte zu einer erniedrigten Enzymaktivität (6,14 ± 0,32 U mg-1) 

verglichen zu der bei diesem pH in Na-Phosphatpuffer erhaltenen Aktivität. 
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Nichtsdestotrotz konnte bei einer weiteren Erhöhung auf pH 8,5 ein zusätzlicher Abfall der 

Enzymaktivität beobachtet werden. Demnach konnte das pH-Optimum im Rahmen der 

eingestellten pH auf pH 8 bestimmt werden. 

 

Abbildung 5.11: Spezifische Aktivität der NostocER1 bei einer Cosubstratkonzentration 

von 500 µM NADH (v500) in Abhängigkeit des pH. Die Reaktion wurde in 

0,1 M Na-Phosphatpuffer (graue Punkte) und 0,1 M Tris-HCl-Puffer 

(graue Dreiecke) durchgeführt. Weitere Assay-Bedingungen: 10 mM 

Maleimid, 30 °C. 

5.6 Diskussion 

Vergleicht man die im Rahmen dieser Arbeit ermittelten Daten zur Reaktivität der 

NostocER1 mit den Literaturdaten (Fu 2013, Fu et al. 2013), fallen einige Unterschiede 

auf. So sind beispielsweise die in der Literatur beschriebenen v500 für beide Cosubstrate 

deutlich niedriger. Der v500 für NADPH wurde mit 10,50 ± 1,22 U mg-1 beziehungsweise 

10,28 ± 0,28 U mg-1 angegeben, derjenige für NADH mit 1,36 ± 0,04 U mg-1. Da das in 

dieser Arbeit verwendete Enzym eine um 37 Aminosäuren kürzere Sequenz aufweist, 

wurden für einen Vergleich die massebezogenen v500 in auf die stoffmengenbezogenen 

Wechselzahlen (k500) umgerechnet (Tabelle 5.2). Somit konnte in dieser Arbeit, bei einer 

Cosubstratkonzentration von 500 µM, für NADPH eine um den Faktor 2,36 ± 0,45 

gesteigerte Enzymaktivität beobachtet werden, für NADH eine um den Faktor 3,68 ± 0,19 

gesteigerte Aktivität. In einem vergleichbaren Rahmen konnte eine geänderte Aktivität mit 

(R)-Carvon als Substrat festgestellt werden. Der k500 war in diesem Kontext um den Faktor 

3,55 ± 0,14 höher verglichen mit Literaturangaben. Darüber hinaus werden in Tabelle 5.2 

die Michaelis-Konstanten für NADPH angegeben. Hier konnte, im Gegensatz zu den 

Aktivitäten der Enzyme, kein signifikanter Unterschied beobachtet werden.  
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Tabelle 5.2: Vergleich der molekularen Aktivitäten bei 500 µM Cosubstrat und 

Maleimid (k500) beziehungsweise (R)-Carvon als Substrat, sowie der 

Michaelis-Menten-Konstanten (Km) der in dieser Arbeit und in der 

Literatur charakterisierten NostocER1.  

 

Die gesteigerten k500 bei einer unveränderten Michaelis-Konstante deuten auf eine 

gesteigerte maximale Reaktionsgeschwindigkeit der im Rahmen dieser Arbeit bereit-

gestellten Enzyme hin. Wie in Kapitel 5.1 gezeigt werden konnte, ist der Ursprung dieser 

Steigerung nicht bei der N-terminalen Verkürzung der NostocER1 zu finden. Vielmehr 

konnte beobachtet werden, dass zum Teil kleine Veränderungen der Expressions-

bedingungen große Auswirkungen auf die finale Enzymaktivität haben können. Die bei Fu 

et al. (2013) charakterisierte NostocER1 wurde überwiegend unter zu dieser Arbeit 

vergleichbaren Bedingungen bereitgestellt. Einzige dokumentierte Unterschiede waren 

eine variablere Expressionszeit (18 - 20 h statt exakt 20 h) bei geringerer Schüttel-

frequenz im Inkubator (160 rpm statt 250 rpm), eine höhere Induktorkonzentration (1 mM 

statt 0,2 mM Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid (IPTG)) und das Fehlen des rapiden 

Kühlens auf 20 °C vor der Induktion. Da gezeigt werden konnte, dass der 

Sauerstoffeintrag während der Expression nur einen sehr geringen beziehungsweise 

keinen signifikanten Einfluss auf die finale Enzymaktivität besitzt, wird die verminderte 

Schüttelfrequenz keine negative Auswirkungen hervorgerufen haben. Des Weiteren sollte 

sich eine Induktion bei 37 °C und anschließende Kühlung im Inkubator ebenfalls nicht 

negativ auf die Enzymaktivität ausgewirkt haben. In diesem Zusammenhang war zu 

beobachten, dass sich eine höhere Expressionstemperatur förderlich auf die 

Enzymaktivität der NostocER1 auswirkt. Diese Beobachtung ist bemerkenswert, da die 

Temperatur häufig für die heterologe Proteinproduktion gesenkt wird, um die Translations-

geschwindigkeit zu senken und den neu gebildeten Proteinen Zeit für das Einnehmen der 

korrekten Faltung zu geben (Schein & Noteborn 1988, Vera et al. 2007). Darüber hinaus 

kann die Senkung der cytosolischen Proteinkonzentration zu einer Erhöhung der 

Wahrscheinlichkeit einer korrekten Faltung führen (Schein & Noteborn 1988). Durch die 

Begünstigung hydrophober Interaktionen bei höheren Temperaturen, wird zudem die 
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Wahrscheinlichkeit der Aggregation der Enzyme mit einer Verringerung der Temperatur 

gesenkt (Baldwin 1986, Schellman 1997). Jedoch führt eine Senkung der Temperatur zu 

einer verringerten Wachstumsrate, was eine gesenkte Verfügbarkeit von Proteinen und 

Metaboliten, die an der Expression des Zielproteins beteiligt sind, zur Folge hat (Klumpp 

et al. 2009). Hierdurch kann der Zusammenhang von höherer Expressionstemperatur und 

höherer Enzymaktivität der NostocER1 erklärt werden. 

Trotz der etwas kürzeren Expressionszeit verglichen zu Literaturangaben, war diese 

absolut gesehen fast identisch zu derjenigen in dieser Arbeit. Überdies ist die Expressions-

zeit eher in einen Zusammenhang mit der gebildeten Enzymmenge als mit der 

spezifischen Enzymaktivität zu setzten. Einzig verbleibender dokumentierter Unterschied 

war die Induktorkonzentration von 1 mM IPTG, die für das verwendete T7-

Promotorsystems relativ hoch gewählt wurde (Baneyx 1999). Ein Vergleich verschiedener 

Konzentrationen wurde nicht durchgeführt, weswegen hierzu keine eindeutige Aussage 

möglich ist. Darüber hinaus ist die Expression der Lactosepermease, die neben diffusiven 

Prozessen die Aufnahme des IPTG verursacht, von Zelle zu Zelle verschieden, wodurch 

die heterologe Proteinprorduktion über die IPTG-Konzentration schwer steuerbar oder 

vorhersagbar wird (Fernández-Castané et al. 2012). Demnach verursachen die 

unterschiedlichen IPTG-Konzentrationen nur sehr unwahrscheinlich einen 

systematischen, negativen Einfluss auf die Enzymaktivität. Jedoch könnte eine erhöhte 

Expression prinzipiell negative Auswirkungen auf die Qualität der Enzyme verursachen. 

Letztendlich ist die Ursache der im Vergleich zur Literatur gesteigerten maximalen 

Reaktionsgeschwindigkeit der NostocER1 nicht eindeutig bestimmbar.  

Das Auftreten von unterschiedlichen ‚Enzymqualitäten‘ ist jedoch keine Seltenheit. Dieses 

Phänomen wird häufig durch inkomplette Faltung hervorgerufen. Dabei befinden sich die 

Enzyme in einem teilgefalteten, stabilen und löslichen Zustand, aber besitzen zugleich 

eine inkorrekte und dadurch inaktive Architektur des aktiven Zentrums (González-

Montalbán et al. 2007). Bei Enzymen, die eine prosthetische Gruppe besitzen, kann eine 

zu geringe Konzentration des benötigten Cofaktors eine Ursache hierfür repräsentieren. 

Dieser Sachverhalt konnte durch die Variation der Expressionstemperatur beobachtet 

werden. Die Senkung der Temperatur hatte eine Verringerung des relativen 

proteingebundenen FMN-Anteils zur Folge. Mit der Temperatur sinkt die Wachstumsrate 

der Bakterien und dadurch auch die Rate der Biosynthese von FMN (Wilson & Pardee 

1962). Somit scheint die Proteinbildungsrate bis Temperaturen von 27 °C höher zu sein 

als die FMN-Bildungsrate, was sich durch einen relativen FMN-Anteil von < 95 % der 

heterolog produzierten Flavoenzyme zeigt. Bei Expressionstemperaturen oberhalb von 

27 °C lässt sich das gegenteilige Phänomen beobachten, was sich dadurch äußert, dass 

> 95 % der Enzyme das für die Katalyse benötigte FMN besitzen. Die anscheinend 
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äußerst variable Verfügbarkeit des Flavin-Moleküls ist konsistent mit der Beobachtung, 

dass die Regulation der Flavin-Biosynthese in E. coli wenig sensitiv auf physiologische 

Einflüsse reagiert (Wilson & Pardee 1962). Da keine Informationen über den FMN-Gehalt 

der von Fu et al. (2013) bereitgestellten Enzyme verfügbar sind, kann keine Aussage 

getroffen werden, ob die geringere maximale Reaktionsgeschwindigkeit hierdurch 

verursacht wurde. Außerdem konnte durch die Expression der NostocER1 bei einer 

Temperatur von 40 °C gezeigt werden, dass die Enzymaktivität nicht alleine über den 

relativen FMN-Anteil erklärt werden kann. 

Die Untersuchungen zur thermischen Stabilität der NostocER1 ergab ein zweiphasiges 

Inaktivierungsverhalten, welches über einen doppelt exponentiellen Abfall beschrieben 

werden konnte. Dadurch konnte eine schnelle Inaktivierungsphase mit einer 

Geschwindigkeitskonstante ks von 1,041 ± 0,098 h-1 und eine langsame Inaktivierungs-

phase mit einer Geschwindigkeitskonstante kl mit 0,012 ± 0,001 h-1 bestimmt werden. Die 

Inaktivierung der NostocER1 bei 40 °C wurde in der Literatur nach einem einphasigen 

exponentiellen Abfall beschrieben und mit einer Geschwindigkeitskonstante der 

Inaktivierung von 0,023 h-1 angegeben (Fu 2013). Da in der Literatur eine andere mathe-

matische Beschreibung der Inaktivierung gewählt wurde ist ein direkter Vergleich der 

Konstanten nicht möglich. Das Auftreten einer zweiphasigen Kinetik bei der thermischen 

Inaktivierung von Proteinen ist jedoch keine Seltenheit. Meist ist eine thermisch bedingte 

Änderung der Quartärstruktur oder das Vorhandensein von zwei Isoformen der Enzyme 

mit unterschiedlichen thermischen Stabilitäten hierfür verantwortlich (Nath et al. 1998). 

Beide Punkte können als Grund der zweiphasigen Inaktivierung der NostocER1 jedoch 

ausgeschlossen werden. Einerseits ist keine Änderung der Quartärstruktur der Enzyme 

möglich, da die NostocER1 in monomerer Form auftritt (Fu 2013) und andererseits ist das 

Auftreten von verschiedenen Isoformen bei heterolog bereitgestellten Enzymen unwahr-

scheinlich. Nichtsdestotrotz können auch heterolog bereitgestellte, monomere Enzyme 

durch das Auftreten eines intermediären Zustands während der Inaktivierung nach einer 

zweiphasigen Kinetik denaturieren (Lencki et al. 1992). Dieser intermediäre Zustand kann 

beispielsweise durch Teilentfaltungen der Proteine, chemische Veränderungen von an der 

Katalyse beteiligten Aminosäuren des aktiven Zentrums oder Aggregation der Proteine 

hervorgerufen werden (Misset & van Dijk 1998, Iyer & Ananthanarayan 2008). Dies führt 

zur Bildung einer zusätzlichen Enzymfraktion, welche im Vergleich zum nativen Enzym 

eine geänderte Aktivität aufweist. Somit könnte die zweite Phase der Inaktivierung durch 

die Ausbildung des Intermediats erklärt werden. Da die Inaktivierung der NostocER1 in 

der Literatur über einen einphasigen Abfall beschrieben wurde, könnte der intermediäre 

Zustand durch die Ausbildung von katalytisch aktiven Enzymaggregaten erklärt werden. 

Enzymaggregate bilden sich in Abhängigkeit der Enzymkonzentration aus und ihr 
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Auftreten wird bei geringen Konzentrationen vernachlässigbar gering (Kiefhaber et al. 

1991). Wurde in der Literatur eine geringere Enzymkonzentration als die minimalen 

16,9 mg L-1 dieser Arbeit für die Inaktivierung eingesetzt ist es möglich, dass keine 

Aggregation beobachtet werden konnte, wodurch das Auftreten eines einphasigen 

exponentiellen Abfalls erklärt werden kann. Zusätzlich führt die Aggregation von Enzymen 

häufig zu einer Erhöhung der Thermostabilität (Sheldon 2007), was das Auftreten der 

gesenkten Geschwindigkeitskonstante der langsamen Inaktivierungsphase im Vergleich 

zur Literatur erklären würde. 

Aufgrund des zum Teil großen Unterschieds zwischen den im Rahmen dieser Arbeit 

ermittelten Charakteristika der NostocER1 und denjenigen der Literatur, werden alle nach-

folgend dargestellten Enzyme ausschließlich mit den NostocER1-Werten der hier 

durchgeführten Enzymcharakterisierung verglichen.  
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6 Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der 

NostocER110 

Ziel dieses Projektabnitts war es, Einfluss auf das Cosubstrat-Bindeverhalten der 

NostocER1 zu nehmen. Daher wird versucht, die spezifische Enzymaktivität mit NADH 

sowie die Affinität der ER zu NADH als Cosubstrat mittels semi-rationaler Veränderung 

des Enzyms zu steigern. Hierfür wurden die Loop-Regionen, welche sich zwischen den β-

Faltblättern und α-Helices der (β,α)8-Fassstruktur der ER befinden, als Angriffspunkt 

ausgewählt. Diese βα-Loops sind an der Katalyse der ER beteiligt (siehe Kapitel 3.3) und 

tragen höchstwahrscheinlich auch maßgeblich zur Bindung der Cosubstrate bei. 

6.1 Singuläre Loop-Austausche 

6.1.1 Identifizierung interagierender Loop-Regionen 

Zur Determinierung der Loop-Regionen des aktiven Zentrums, die mit den Cosubstraten 

interagieren könnten, wurde ein Homologiemodell basierend auf einer Kristallstruktur der 

Morphinonreduktase (MR) aus Pseudomonas putida M10 erstellt (Abbildung 6.1). Da die 

Kristallstruktur mit den enzymgebundenen Molekülen FMN und einem NADH-Analogon 

(NADH4) aufgenommen wurde, konnten FMN und NADH hierzu entsprechend im 

Homologiemodell positioniert werden. Daraufhin wurden acht Zielregionen definiert, die 

mit NAD(P)H in Wechselwirkung stehen könnten. Dabei handelte es sich um die Regionen 

Loop 1, 2a, 2b, 3a, 3b, 5, 6 und C. Aufgrund ihrer Länge wurden die Loops 2 und 3 in zwei 

mögliche Kontaktflächen (a und b) unterteilt. 

Loop C beschreibt in diesem Kontext den Bereich zwischen α-Helix 8 und dem C-

Terminus des Enzyms. Dieser Bereich bildet neben den ausgetauschten βα-Loops 

ebenfalls eine mögliche Kontaktfläche ab. Dies äußert sich unter anderem an der Lage 

von Y34711, einer in ER konservierten und an der Bindung von Substraten und 

Cosubstraten beteiligten Aminosäureposition, in dieser Proteinregion. Die Loop-Regionen 

7 und 8 der NostocER1 wurden nicht ausgetauscht, da sie durch ihre geringe Länge und 

angenommene Distanz zu NADH nur sehr unwahrscheinlich direkt an der Bindung beteiligt 

sind. Loop 4 wurde nicht verändert, da diese Oberflächenschleife innerhalb der Familie 

                                                

10 Teilergebnisse dieses Kapitels wurden bereits publiziert in „C. Mähler, F. Kratzl, Vogel M., 
Vinnenberb S., Weuster‐Botz D. und Castiglione, K. (2019), Loop Swapping as a Potent Approach 
to Increase Ene Reductase Activity with Nicotinamide Adenine Dinucleotide (NADH). Adv. Synth. 
Catal., 361.“ 
11 Nummerierung der um 37 Aminosäuren verkürzten NostocER1 
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der ER konserviert vorliegt. Darüber hinaus befinden sich die beiden für die Reaktivität der 

ER essentiellen Aminosäuren H17711 und N18011 in diesem Proteinbereich, was die 

Mutabilität dieses Proteinbereichs zusätzlich verringert. 

 

Abbildung 6.1: Darstellung der Oberfläche (links) und des Proteinrückrats des aktiven 

Zentrums (rechts) des Homologiemodells der NostocER1 basierend auf 

der Kristallstruktur der Morphinonreduktase (PDB: 2r14). Zusätzlich 

werden FMN (gelb), NADH (blau) und die Loop-Regionen (rot), die mit 

den Cosubstraten in Kontakt stehen könnten, dargestellt. 

Die Unterschiede der determinierten Loop-Regionen zu den entsprechenden Bereichen 

zweier ausgewählter Spender-ER wurden über einen Sequenzvergleich zur NostocER1 

ermittelt (Abbildung 6.2). Als ‚Loop-Spender‘ dienten zwei ER, die verglichen zur 

NostocER1 eine stark unterschiedliche Reaktivität mit NADH aufweisen. Zum einen 

handelt es sich dabei um die genetisch nahe12, cyanobakterielle Enreduktase 1 aus 

Acaryochloris marina (AcaryoER1), welche sich durch eine sehr hohe maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit von 27,86 ± 3,19 U mg-1 mit NADH auszeichnet (Fu et al. 

2013). Zum anderen wurde das genetisch weiter entfernte13, proteobakterielle Old Yellow 

Enzyme 4 aus Achromobacter sp. JA81 (AchrOYE4) als Spender herangezogen (Wang 

et al. 2014). Diese ER befähigt sich durch eine sehr hohe Affinität zu NADH als Loop-

Donor, welche sich in dem niedrigen Km von 57,1 ± 17,0 µM des AchrOYE4 widerspiegelt. 

                                                

12 59 % Sequenzidentität und 71 % Sequenzähnlichkeit zur NostocER1 
13 50 % Sequenzidentität und 63 % Sequenzähnlichkeit zur NostocER1 
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Abbildung 6.2: Sequenzvergleich der NostocER1 mit den zwei Donor-ER AcaryoER1 

und AchrOYE4. Zur NostocER1 identische Aminosäuren werden mit 

schwarzem, ähnliche mit grauem Hintergrund dargestellt. Die Lage der 

strukturgebenden β-Faltblätter (orange), α-Helices (grün), sowie die der 

nicht ausgetauschten (türkis) und ausgetauschten (rot) Loop-Regionen 

wird zusätzlich angezeigt. 

6.1.2 Aktivität mit NADH 

Um die Wirkung der Alternation der acht determinierten Loop-Regionen auf die Aktivität 

der NostocER1 zu untersuchen wurden die spezifischen Aktivitäten der 2 x 8 bereit-

gestellten Hybridproteine bei einer NADH-Konzentration von 200 µM (v200) und 500 µM 

(v500) ermittelt (Abbildung 6.3 und Tabelle 12.31). 
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Abbildung 6.3: Spezifische Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM 

NADH (v200, A / C) und 500 µM NADH (v500, B / D) der NostocER1 

(weiß), der Donorenzyme AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der 

Hybridenzyme aus NostocER1 mit AcaryoER1 Loop-Regionen (blau) 

beziehungsweise NostocER1 mit AchrOYE4 Loop-Regionen (rot). Die 

dargestellten Aktivitäten bilden das Mittel aus mindestens zwei 

biologischen Replikaten. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Durch den Austausch der acht determinierten Loop-Regionen mit den entsprechenden 

Regionen der AcaryoER1 konnten zwei Hybridproteine bereitgestellt werden, die eine 

erhöhte spezifische Aktivität mit NADH als Cosubstrat aufweisen. Dies war einerseits 

durch die Transferierung des Loop 2a und anderseits durch die des Loop 3b möglich. 

Hierdurch konnte v200 im Rahmen des Loop 2a-Austauschs um einen Faktor von 2,2 ± 0,4 

auf 4,73 ± 0,58 U mg-1 erhöht werden, derjenige des Loop 3b-Austauschs um einen 
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Faktor von 1,5 ± 0,2 auf 3,14 ± 0,14 U mg-1 (Abbildung 6.3, A). Jedoch wurde der hohe 

v200 des Spenders AcaryoER1 von 10,42 ± 0,41 U mg-1 von beiden Hybridenzymen nicht 

erreicht. Des Weiteren ergab der Austausch der Loop-Regionen 1 und C einen zur 

NostocER1 nicht signifikant geänderten v200. Die Transferierung der Loops 2b, 3a, 5 und 

6 führte verglichen mit NostocER1 zu einer deutlichen Senkung der spezifischen Aktivität. 

Ein zu den ermittelten v200 vergleichbares Bild ergab sich nach der Ermittlung der v500 

(Abbildung 6.3, B). 

Der Austausch der acht NostocER1-Loops mit denjenigen des AchrOYE4 ergab drei 

Hybride mit einer gesteigerten spezifischen Aktivität. Interessanterweise wurde diese 

Steigerung durch die Änderung der Loops 1, 2b und 5 erzielt, also zu den AcaryoER1-

Austauschen abweichenden Proteinregionen. Insbesondere die Veränderung der Loop 1-

Region brachte eine deutliche Steigerung der NADH-Aktivität hervor. Der v200 dieses 

Hybriden lag mit 14,26 ± 1,48 U mg-1 um einen Faktor von 6,6 ± 1,1 höher als die 

entsprechende Aktivität der NostocER1 (Abbildung 6.3, C). Somit übertraf diese Mutante 

nicht nur die spezifische Aktivität seines Spenders AchrOYE4 (9,28 ± 0,63 U mg-1), 

sondern auch diejenige der AcaryoER1. Durch die Veränderung der Loop-Regionen 2b 

und 5 konnte v200 um die Faktoren 1,9 ± 0,2 beziehungsweise 1,4 ± 0,2 gesteigert werden. 

Die fünf weiteren Loop-Austausche ergaben Hybride mit signifikant verringerten 

spezifischen Aktivitäten. Wie schon im Falle der AcaryoER1-Austausche konnte ein 

vergleichbares Bild im Rahmen der spezifischen Aktivitäten mit 500 µM NADH ermittelt 

werden (Abbildung 6.3, D). 

6.1.3 Enzymkinetische Parameter 

Um eine detailliertere Charakterisierung der Enzymvarianten durchzuführen, wurden 

aufbauend auf den ermittelten spezifischen Aktivitäten die enzymkinetischen Parameter 

Michaelis-Menten-Konstante (Km) und maximale Reaktionsgeschwindigkeit (vmax) mit 

NADH der fünf Hybridenzyme mit einer zur NostocER1 gesteigerten NADH-Aktivität 

bestimmt. Die Parameter werden in Abbildung 6.4 dargestellt und in Tabelle 12.32 und 

Tabelle 12.33 aufgelistet.  
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Abbildung 6.4: Michaelis-Menten-Konstante (Km, A / C) und maximale Reaktionsge-

schwindigkeit (vmax, B / D) der NostocER1 (weiß), der Donorenzyme 

AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der Hybridenzyme aus 

NostocER1 mit AcaryoER1 Loop-Regionen (blau) beziehungsweise 

NostocER1 mit AchrOYE4 Loop-Regionen (rot). Assay-Bedingungen: 

0,1 M Na-Phosphatpuffer, 20 – 1200 µM NADH, 10 mM Maleimid, pH 7, 

30 °C. 

Die Affinität der zwei Hybride mit AcaryoER1-Loop-Regionen war mit Michaelis-

Konstanten um 800 µM kaum beziehungsweise nicht signifikant verändert zum Km der 

NostocER1 mit 1052,8 ± 222,2 µM. Darüber hinaus wurde ein großer Unterschied zum Km 

des AcaryoER1-Spenders identifiziert, der mit 351,4 ± 46,2 µM um mehr als Faktor 2 unter 

dem der Hybridproteine lag (Abbildung 6.4, A). Des Weiteren konnte die maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit des Loop 2a-Austauschs leicht erhöht werden. Hierdurch 

zeigte dieses Hybridenzym im Vergleich zum Spender AcaryoER1 einen nicht signifikant 

unterschiedlichen vmax von 28,74 ± 1,89 U mg-1 (Abbildung 6.4, B). 
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Eine deutlichere Senkung des Km konnte durch den Austausch mit AchrOYE4-Loops 

beobachtet werden. Insbesondere der Austausch des Loop 1 führte zur größten 

Veränderung, was sich durch eine Senkung des Km um den Faktor 5,53 ± 1,24 auf 

190,2 ± 14,4 µM zeigte. Aber auch durch die Modifikation des Loop 2b und Loop 5 konnte 

der Km auf 534,8 ± 33,3 µM beziehungsweise 632,8 ± 33,7 µM gesenkt werden 

(Abbildung 6.4, C). Zusätzlich zum stark verminderten Km übertraf der Loop 1-Austausch 

mit einem vmax von 25,72 ± 0,28 U mg-1 auch die maximale Reaktionsgeschwindigkeit der 

NostocER1. Im Falle des Loop 2b und Loop 5 war hingegen eine Annäherung an den vmax 

von AchrOYE4 (12,69 ± 0,26 U -1) zu beobachten (Abbildung 6.4, D). 

 

Abbildung 6.5: Katalytische Effizienz (keff) der NostocER1 (weiß), der Donorenzyme 

AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der Hybridenzyme aus 

NostocER1 mit AcaryoER1 Loop-Regionen (blau, A) beziehungsweise 

NostocER1 mit AchrOYE4 Loop-Regionen (rot, B). 

Mit Hilfe der enzymkinetischen Parameter wurden die katalytischen Effizienzen (keff) für 

NADH der Wildtypenzyme sowie der fünf Hybridenzyme ermittelt (Abbildung 6.5). Dadurch 

konnte gezeigt werden, dass zwei dieser fünf Hybridenzyme eine zur NostocER1 

signifikant erhöhte keff aufweisen. Zum einen war das der Loop 2a-Austausch mit der 

entsprechenden Region der AcaryoER1 mit einer faktoriellen Erhöhung um 1,75 ± 0,49 

und zum anderen der Austausch mit der AchrOYE4 Loop-Region 1 mit einer Erhöhung 

um den Faktor 6,62 ± 1,70. Nichtsdestotrotz war es durch diese singulären Loop-

Austausche nicht möglich die katalytische Effizienz des entsprechenden Donorenzyms auf 

die NostocER1 zu übertragen. 
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6.1.4 Aktivität mit NADPH 

Zusätzlich zur Aktivität mit NADH wurde die Aktivität mit NADPH der Wildtypenzyme und 

der 2 x 8 generierten NostocER1-Hybridenzyme bestimmt. Hierzu wurde die spezifische 

Aktivität bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM NADPH (v200 (NADPH)) und 

500 µM NADPH (v500 (NADPH)) ermittelt (Abbildung 6.6). 

Betrachtet man v200 der AcaryoER1-Loop-Austausche, so ist ein zu v200 mit NADH 

vergleichbares Bild erkennbar. Wie mit NADH als Cosubstrat weist der Loop 2a-Austausch 

mit 26,34 ± 4,05 U mg-1 auch mit NADPH als Cosubstrat die höchste Aktivität aller 

AcaryoER1-Austausche auf (Abbildung 6.6, A). Somit unterscheidet sich die Aktivität 

dieses Hybrids weder von der NostocER1 (22,53 ± 2,72 U mg-1), noch von der AracyoER1 

(29,38 ± 3,92 U mg-1) signifikant. Ebenfalls analog zu den NADH-Aktivitäten besitzt der 

Loop 3b-Austausch, eine um einen Faktor von 1,41 ± 0,24 zur NostocER1 verringerten 

Aktivität. Mit einer zum Ausgangsenzym NostocER1 mäßigen faktoriellen Verringerung 

von 1,92 ± 0,38 und 2,28 ± 0,30 heben sich zusätzlich der Loop 1- beziehungsweise 

Loop C-Austausch von den verbleibenden vier Hybriden ab. Diese besitzen eine zur 

NostocER1 stark verminderte Aktivität. Somit führte der Austausch mit den AcaryoER1-

Loops 2b, 3a, 5 und 6 sowohl mit NADH als auch mit NADPH zu einer stark gesenkten 

Aktivität. Dies deutet auf einen grundlegenden negativen Einfluss auf die reduktive 

Halbreaktion oder sogar auf beide Halbreaktionen dieser NostocER1-Veränderungen hin. 

Ein zu v200 sehr ähnliches Bild zeichnet sich bei den Aktivitäten mit 500 µM NADPH ab 

(Abbildung 6.6, B). 

Die v200 mit den ausgetauschten AchrOYE4-Loops verhalten sich weitgehendst ähnlich 

wie die AcaryoER1-Loop-Varianten. Die Hybride, welche eine zur NostocER1 gesteigerte 

oder unveränderte NADH-Aktivität aufweisen, besitzen eine nicht signifikant geänderte 

oder leicht verminderte NADPH-Aktivität. Explizit sind das die in Abbildung 6.6, C 

dargestellten ausgetauschten Loops 1, 2a und 2b. Hervorzuheben ist in diesem Kontext 

jedoch der Loop 5-Austausch. Dieses Hybridenzym besitzt trotz seiner zur NostocER1 

gesteigerten NADH-Aktivität eine stark verminderte NADPH-Aktivität. Dieses Ergebnis ist 

im Rahmen der singulären Loop-Austausche einzigartig und bedeutet, dass durch den 

Austausch mit dieser Loop-Region selektiv Einfluss auf die Cosubstratspezifität der 

NostocER1 genommen wurde. Mit diesem Hybridenzym konnte eine NostocER1-Variante 

bereitgestellt werden, die bevorzugt mit dem nicht-phosphorylierten Cosubstrat reagiert, 

analog zu ihrem Donor AchrOYE4. 
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Abbildung 6.6:  Spezifische Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM 

NADPH (v200, A / C) und 500 µM NADPH (v500, B / D) der NostocER1 

(weiß), der Donorenzyme AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der 

Hybridenzyme aus NostocER1 mit AcaryoER1 Loop-Regionen (blau) 

beziehungsweise NostocER1 mit AchrOYE4 Loop-Regionen (rot). Die 

dargestellten Aktivitäten bilden das Mittel aus mindestens zwei 

biologischen Replikaten. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Die verbleibenden Loop-Regionen 3a, 3b, 6 und C besitzen eine zur NostocER1 

mindestens um den Faktor 5,26 ± 0,67 verminderte NADPH-Aktivität. Somit wurden, wie 

bei den ausgetauschten AcayoER1-Loops, vier Hybridenzyme identifiziert, die mit beiden 

Cosubstraten eine stark gesenkte Aktivität aufweisen. Wie schon zuvor konnte diese 

Tendenz mit den ermittelten v500 bestätigt werden (Abbildung 6.6, D). 
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6.1.5 Aktivität mit (R)-Carvon 

Um die Auswirkung der singulären Loop-Austausche auf die Reaktivität mit einem Substrat 

von industrieller Relevanz zu untersuchen, wurden spezifische Aktivitäten unter der 

Verwendung von (R)-Carvon ermittelt. Hierzu wurden die spezifischen Aktivitäten der fünf 

Hybride, welche eine erhöhte NADH-Aktivität aufwiesen, mit 10 mM (R)-Carvon und 

200 µM NADH (v200 (RC)) beziehungsweise 500 µM NADH (v500 (RC)) bestimmt 

(Abbildung 6.7, Tabelle 12.36 und Tabelle 12.37). Hierdurch konnte gezeigt werden, dass 

alle Hybride unter den zwei betrachteten Reaktionsbedingungen eine höhere spezifische 

Aktivität als diejenige der NostocER1 aufweisen. Somit lagen die v200 Aktivitäten der zwei 

AcaryoER1 Loop-Austausche mit 0,89 ± 0,01 U mg-1 (Loop 2a) und 0,79 ± 0,02 U mg-1 

(Loop 3b) deutlich über der Aktivität der NostocER1 (0,34 ± 0,01 U mg-1). Jedoch besaßen 

beide Hybride eine geringere Aktivität als die des AcaryoER1-Donors mit 

1,16 ± 0,11 U mg-1 (Abbildung 6.7, A). Ein vergleichbares Ergebnis konnte für v500 ermittelt 

werden, mit der einzigen Ausnahme, dass die Aktivität des Loop 3b-Austauschs 

(1,46 ± 0,03 U mg-1) die des Loop 2a-Austauschs (1,13 ± 0,01 U mg-1), im Gegensatz zu 

den Messungen mit Maleimid als Substrat, deutlich übertraf (Abbildung 6.7, B). 

Analog zu vorangegangenen Ergebnissen war eine weitaus deutlichere Aktivitäts-

steigerung im Rahmen des Austauschs der AchrOYE4-Loops zu beobachten. 

Insbesondere die Steigerung des Loop 1-Austauschs um einen Faktor von 5,74 ± 0,46 auf 

v200 von 1,95 ± 0,15 U mg-1 stach in diesem Kontext hervor (Abbildung 6.7, C). Somit 

konnte die mit dieser Enzymvariante gesteigerte NADH-Aktivität auch unter der 

Verwendung von (R)-Carvon als Substrat bestätigt werden. Darüber hinaus konnte durch 

den Austausch dieses Loops die spezifische Aktivität der AcaryoER1 übertroffen werden. 

Mit einer spezifischen Aktivität von 0,99 ± 0,04 U mg-1 zeigte der Loop 5-Austausch 

ebenfalls eine deutliche Steigerung um einen Faktor von 2,89 ± 0,15 zur NostocER1 und 

somit keinen signifikanten Unterschied zur AcaryoER1. Des Weiteren wurde die sehr 

geringe Aktivität des AchrOYE4-Donors (0,016 ± 0,001 U mg-1) auf keines der 

Hybridenzyme übertragen. Diese Ergebnisse konnten durch die Messungen bei 500 µM 

Cosubstrat bestätigt werden (Abbildung 6.7, D). 
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Abbildung 6.7: Spezifische Aktivitäten mit 10 mM (R)-Carvon (RC) als Substrat und 

200 µM NADH (v200, A / C) beziehungsweise 500 µM NADH (v500, B / D) 

als Cosubstrat der NostocER1 (weiß), der Donorenzyme AcaryoER1 

und AchrOYE4 (grau) und der Hybridenzyme aus NostocER1 mit 

AcaryoER1 Loop-Regionen (blau) beziehungsweise NostocER1 mit 

AchrOYE4 Loop-Regionen (rot). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M 

Na-Phosphatpuffer, pH 7, 30 °C. * 0,016 ± 0,001 U mg-1, ** 0,019 

± 0,001 U mg-1 

Neben der Aktivität wurde die Stereospezifität der bereitgestellten Hybride mit einer 

erhöhten NADH-Aktivität bestimmt. Hierdurch konnte bestätigt werden, dass weder für die 

Hybride mit AcaryoER1-Loops (Abbildung 6.8, A), noch für diejenigen mit AchrOYE4-

Loops (Abbildung 6.8, B) ein signifikant negativer Effekt auf die Stereospezifität zu 

erkennen war. Dies spiegelt sich in einem Diastereomerenüberschuss (de) von mehr als 

96 % bei allen Hybridprotenen wider. Des Weiteren wurde, wie schon im Kontext der 
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Aktivitätsmessungen, kein signifikant negativer Einfluss des AchrOYE4-Donors auf die 

entsprechenden drei NostocER1-Varianten festgestellt. Der deutlich schlechtere de des 

AchrOYE4 von 90,4 ± 4,2 % nach der Reduktion von (R)-Carvon wurde auf keines der drei 

Hybridenzyme mit AchrOYE4-Loops übertragen. 

 

Abbildung 6.8: Diastereomerenüberschuss (de) der NostocER1 (weiß), der Donoren 

AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und den NostocER1-Hybriden mit 

AcaryoER1-Loops (blau, A), sowie mit AchrOYE4-Loops (rot, B) nach 

der Reduktion von (R)-Carvon. 

6.1.6 Diskussion 

Die Strategie der Loop-Austausche zur Modifikation von Enzymeigenschaften erwies sich 

als sehr potenter Ansatz um das Cosubstrat-Bindeverhalten der NostocER1 zu gestalten. 

Durch die Bereitstellung von nur 16 Hybridproteinen konnten fünf NostocER1-Varianten 

erzeugt werden, die eine gewünschte erhöhte NADH-Aktivität aufwiesen. Dies entsprach 

einer hohen Trefferquote von 31,25 %. Darüber hinaus wurden diese fünf Enzymvarianten 

in fünf unterschiedlichen Loop-Regionen verändert. Dies ist nicht nur ein positives 

Resultat, da eine Kombination der durchgeführten Modifikationen ermöglicht wird, sondern 

verifiziert durch die positive Veränderung unterschiedlichster Proteinregionen auch den 

Einsatz des gewählten semi-rationalen Enzyme Engineering-Ansatzes. Vier dieser fünf 

Proteinregionen (Loop 1, 2a, 2b und 3b) befanden sich räumlich nahe der Adenosin-

Gruppe des Cosubstrats. Dies ist wenig überraschend, da das einzige Unterscheidungs-

merkmal von NADPH zu NADH, die 2‘ Phosphat-Gruppe, sich auf dieser Molekülseite 

befindet. Aus diesem Grund sind Proteinbereiche in räumlicher Nähe zur 2‘ Phosphat- 

beziehungsweise 2‘ Hydroxy-Gruppe des Cosubstrats häufig Angriffspunkte für das 
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Cosubstrat-Engineering (Cahn et al. 2017, Borlinghaus & Nestl 2018). Mit Ausnahme der 

Loop-Regionen 5 und 6 befanden sich alle ausgetauschten Loop-Regionen auf dieser der 

Adenosin-Gruppe zugewandten Enzymseite, wodurch sich logischerweise die Wahr-

scheinlichkeit eines Treffers erhöhte. Somit nimmt der Loop 5-Austausch mit der Region 

des AchrOYE4 eine Sonderstellung ein. Er befindet sich auf der ‚anderen Seite‘ der 

Bindetasche, nahe der Nicotinamid-Gruppe des Cosubstrats und stellt dadurch ein 

ungewöhnliches Ziel des Cosubstrat-Engineerings dar. Durch die Anwendung einer 

rationaleren Engineering-Strategie wäre diese Loop-Region höchstwahrscheinlich 

unberücksichtigt geblieben. 

 

Abbildung 6.9: Durchgeführte Änderungen der NostocER1-Primärstruktur, die zu einer 

Erhöhung der NADH Aktivität führten. Zur NostocER1 identische und 

somit unveränderte Aminosäuren werden mit einem schwarzen Strich 

gekennzeichnet. 

Nicht nur bei der Betrachtung der räumlichen Lage der ausgetauschten Loops, sondern 

auch bei einem Vergleich der modifizierten Sequenzen ergibt sich ein uneinheitliches Bild. 

Die durchgeführten Änderungen der Primärstruktur, welche zu einer gesteigerten NADH-

Aktivität führten, werden in Abbildung 6.9 dargestellt. Dabei ist zu erkennen, dass sehr 

diverse Veränderungen, zwischen einer einzelnen Aminosäure (Loop 1, Loop 2a) und bis 

zu sechs Aminosäuren (Loop 5), durchgeführt wurden. Noch dazu ging bei 13 der 

insgesamt 16 veränderten Aminosäuren eine Änderung der Polarität beziehungsweise 

Flexibilität14 mit dem Austausch einher. 

Interessanterweise wurde die größte Veränderung der Reaktivität durch eine der kleinsten 

Veränderungen der NostocER1 erzielt. Eine verglichen zu den anderen Modifikationen 

wenig umfangreiche Q30S Punktmutation in Loop 1 führte zu einer erstaunlichen 

                                                

14 Durch einen Austausch mit Beteiligung der Aminosäuren P und G, welche eine Sonderstellung 
im Bezug auf die Flexibilität einnehmen (Krieger et al. (2005) 
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Erhöhung von keff mit NADH um einen Faktor von 6,62 ± 1,70. Da beide Aminosäuren in 

ähnlicher Weise Wasserstoffbrückenbindungen ausbilden können, könnte die Änderung 

der Reaktivität mit der mutationsbedingten Variation des sterischen Anspruchs der 

Aminosäure im aktiven Zentrum begründet werden. 

Obwohl der Austausch des Loop 5 mit einer faktoriellen Änderung von 0,97 ± 0,24 keine 

signifikante Verbesserung der keff zum Wildtyp erzeugte, ist dieser Loop-Austausch nicht 

weniger erwähnenswert. Alle bereitgestellten NostocER1-Varianten mit einer zum Wildtyp 

erhöhten beziehungsweise unveränderten NADH-Aktivität besaßen eine zur NostocER1 

nicht signifikant geänderte oder leicht gesenkte Aktivität mit NADPH als Cosubstrat. Die 

einzige Ausnahme stellt hierbei dieser Loop 5-Austausch dar. Im Rahmen dieser 

Modifikation war eine drastische Senkung der NADPH-Aktivität um einen Faktor zwischen 

13,60 ± 2,76 (v200) und 7,73 ± 1,25 (v500) zum Ausgangsenzym beobachtbar. Somit 

scheint durch diesen Loop-Austausch die sehr geringe NADPH-Akzeptanz des 

entsprechenden Loop-Donors AchrOYE4 übertragen worden zu sein. Bei späterer 

Anwendung der gestalteten Enzyme kann eine stärkere oder schwächere Diskriminierung 

zwischen den Cosubstraten wünschenswert sein (Chánique & Parra 2018), weswegen 

eine Möglichkeit der Einflussnahme auf die Cosubstratspezifität willkommen ist. Bei 

Enzymen mit einer Rossmannfaltung ist unter anderem eine kurze, sehr konservierte 

Loop-Region für die Bildung einer Bindetasche der Adenosin-Gruppe des Cosubstrats 

verantwortlich. Hierdurch führt die Ladung dieser Loop-Region zu einer Diskriminierung 

zwischen NADPH und NADH (Hanukoglu 2015). Ein Austausch mit 

elektronenakzeptierenden, basischen Aminosäuren (meist R) fördert eine Bindung von 

NADPH. Im Gegensatz dazu führt der Austausch mit elektronenreichen Aminosäuren 

(meist D oder E) zu einer Abstoßung der 2‘ Phosphat-Gruppe und dadurch zu einer 

Bevorzugung von NADH (Scrutton et al. 1990). Mittels des durchgeführten Loop 5-

Austauschs kam es zu zwei ladungsändernden Mutationen, einer D238G und einer R240V 

Mutation. Demnach war keine klare Verschiebung der Ladung in diesem Loop 

beobachtbar. Hinzu kommt, dass sich dieser Loop nach dem generierten NostocER1 

Homologiemodell von den fünf ausgetauschten Loop-Regionen am weitesten entfernt von 

der Adenosin-Gruppe des Cosubstrats befindet. Somit ist die beobachtete Verschiebung 

der Cosubstratselektivität vermutlich durch weniger offensichtliche, mutationsbedingte 

Tertiärstrukturänderungen zu begründen. 

Die gemessene Erhöhung der Reduktionsrate von (R)-Carvon unter der Verwendung von 

NADH bei allen fünf Hybridproteinen mit einer gesteigerten NADH-Aktivität, deutet auf eine 

Bestätigung der erfolgreichen Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der NostocER1 hin. 
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Zusätzlich deutet der geringe Aktivitätsunterschied zwischen v200 und v500 bei der (R)-Car-

von-Reduktion des AchrOYE4-Loop 1 Austauschs auf eine stark erhöhte Affinität zu dem 

nicht-phosphorylierten Cosubstrat. 

6.2 Multiple Loop-Austausche 

Um zu überprüfen, ob eine weitere Steigerung der NADH-Aktivität der NostocER1 möglich 

ist, wurden die fünf identifizierten singulären Loop-Austausche miteinander kombiniert. 

Hierzu wurden alle donorspezifische Kombinationen durchgeführt, was bedeutet, dass 

eine Verknüpfung der zwei AcaryoER1-Loops und die vier Kombinationsmöglichkeiten der 

drei AchrOYE4-Loops bereitgestellt wurden. Zusätzlich wurden die vielversprechendsten 

Loop-Regionen donorübergreifend kombiniert. So wurden verschiedene Hybride expri-

miert, die sowohl die AcaryoER1-Loops 2a und/oder 3b als auch die AchrOYE4-Loops 1 

oder 1,5 enthielten. Dieses Set an NostocER1-Varianten wurde, analog zu den 

vorangegangenen Hybriden, hinsichtlich ihrer Reaktivität charakterisiert und mit den 

wildtypischen Enzymen verglichen. 

6.2.1 Aktivität mit NADH 

Im Zuge dieser Charakterisierung wurde zunächst die spezifische Aktivität mit NADH 

ermittelt und mit den Werten der wildtypischen Enzyme verglichen. Die erhaltenen v200 

und v500 werden in Abbildung 6.10 dargestellt und in Tabelle 12.38 aufgelistet. Im Zuge 

der donorspezifischen AcaryoER1-Kombination konnte eine weitere Erhöhung der NADH-

Aktivität beobachtet werden. Mit einem v200 von 11,77 ± 0,68 U mg-1 (Abbildung 6.10, A) 

und v500 von 18,84 ± 0,53 U mg-1 (Abbildung 6.10, B) führte die Kombination der Loops 2a 

und 3b zu einer deutlichen Steigerung der Aktivität, verglichen zu den entsprechenden 

singulären Loop-Austauschen. Hierdurch war es unter beiden Reaktionsbedingungen 

möglich, die Aktivität des Spenders AcaryoER1 abzubilden. Die donorspezifischen 

Kombinationen des AchrOYE4 führten verglichen zu dem singulären Loop 1-Austausch 

zu keiner weiteren Steigerung der Aktivität. Nichtsdestotrotz resultierten die 

Kombinationen aus Loop 1 mit 2b oder 5 in einer Aktivität, die sich nicht signifikant von 

derjenigen des AchrOYE4-Spenders unterscheidet. Lediglich die Kombinationen der 

Loops 2b und 5 zeigten einen negativen Effekt. So führte die Kombination dieser beiden 

Loops und auch die der drei AchrOYE-Loops (1,2b,5) zu einer drastischen Senkung der 

Aktivität um einen minimalen Faktor von 4,32 ± 1,28. 



94 6 Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der NostocER1 

 

Abbildung 6.10: Spezifische Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM 

NADH (v200, A / C) und 500 µM NADH (v500, B / D) der NostocER1 

(weiß), der Donorenzyme AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der 

Hybridenzyme aus NostocER1 mit multiplen Loop-Regionen der 

AcaryoER1 (blau), des AchrOYE4 (rot) oder von beiden Spendern (blau-

rot). Die dargestellten Aktivitäten bilden das Mittel aus mindestens zwei 

biologischen Replikaten. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Zusätzlich wurden donorübergreifende Kombinationen der AcaryoER1 Loops 2a und/oder 

3b, sowie der AchrOYE4 Loops 1 und 1,5 durchgeführt. Diese Loop-Regionen wurden 

aufgrund ihrer gezeigten guten Kombinierbarkeit im Rahmen der donorspezifischen 

Kombinationen ausgewählt. Bei Betrachtung der v200, von fünf aus dieser Gruppe von 

Loops erzeugten Hybriden, ist zu erkennen, dass alle NostocER1-Varianten eine um einen 

Faktor von mindestens 3,90 ± 0,72 zur NostocER1 gesteigerte Aktivität aufweisen. 
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Darüber hinaus besitzen alle Hybride eine zu den Loop-Spendern erhöhte 

beziehungsweise weitestgehend unveränderte Aktivität (Abbildung 6.10, C). Insbesondere 

die Kombination aus AchrOYE4 Loop 1 und AcaryoER1 Loop 2a sticht mit einem v200 von 

18,35 ± 0,88 U mg-1 hervor. Somit besitzt dieser Hybrid nicht nur eine um einen Faktor von 

8,51 ± 1,13 zur NostocER1 gesteigerte Aktivität, sondern übertrifft auch diejenige der 

beiden Spender-Enzyme um einen Faktor von 1,76 ± 0,11 (AcaryoER1) beziehungsweise 

1,98 ± 0,16 (AchrOYE4). Die Tendenz der Aktivitätsänderungen konnte im Rahmen der 

v500 Messungen bestätigt werden, wenngleich die Aktivitätsunterschiede der NostocER1-

Varianten zu den wildtypischen Enzymen geringer ausfielen (Abbildung 6.10, D). 

6.2.2 Enzymkinetische Parameter 

Neben den NADH-Aktivitäten wurden die enzymkinetischen Parameter der Hybride mit 

einer zur NostocER1 gesteigerten NADH-Aktivität ermittelt (Abbildung 6.11 und Tabelle 

12.39). Vergleicht man zunächst die Michaelis-Konstanten der donorspezifischen Loop-

Austausche, ist eine deutliche Steigerung der Affinität zu NADH und somit Senkung des 

Km zu erkennen. Die Kombination der AcaryoER1-Loops 2a und 3b führte zu einem Km 

von 237,1 ± 17,3 µM, wodurch die entsprechende Konstante des AcaryoER1 Spenders 

mit 351,4 ± 46,2 µM deutlich unterschritten wurde (Abbildung 6.11, A). Eine größere 

Senkung des Km konnte auf Seiten der AchrOYE4-Kombinationen erzielt werden. Die 

Modifikation der Loops 1 und 5 führte zu einem herausragenden Km von 72,6 ± 13,2 µM, 

was einer faktoriellen Änderung von 14,50 ± 4,04 zum Ausgangsenzym NostocER1 

entspricht. Außerdem war kein signifikanter Unterschied zwischen dem Km dieses Hybrids 

und dem Spender AchrOYE4 mit 57,1 ± 17 µM mehr messbar. 

Ein vergleichbares Bild ergab die Bestimmung der maximalen Reaktionsgeschwindigkeit 

dieser zwei multiplen Loop-Austausche. Durch die Kombination der zwei AcaryoER1-

Loops wurde die maximale Reaktionsgeschwindigkeit des Spenders AcaryoER1 auf die 

NostocER1 übertragen, wodurch die maximale Reaktionsgeschwindigkeit der 

wildtypischen NostocER1 übertroffen wurde. Auch die Kombination der AchrOYE4-Loops 

1 und 5 führte zu einer Abbildung der maximalen Reaktionsgeschwindigkeit des Spenders 

AchrOYE4 auf die NostocER1, was in diesem Fall allerdings einem zum Ausgangsenzym 

gesenkten vmax entspricht (Abbildung 6.11, B). 
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Abbildung 6.11: Michaelis-Menten-Konstante (Km, A / C) und maximale Reaktionsge-

schwindigkeit (vmax, B / D) der NostocER1 (weiß), der Donorenzyme 

AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der Hybridenzyme aus 

NostocER1 mit multiplen Loop-Regionen der AcaryoER1 (blau), des 

AchrOYE4 (rot) oder von beiden Spendern (blau-rot). Assay-

Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 20 – 1200 µM NADH, 10 mM 

Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Durch die Generierung der donorübergreifenden Hybride konnte kein zusätzlich positiver 

Effekt bezüglich der Affinität zu NADH erzielt werden. Nichtsdestotrotz besitzen alle 

untersuchten NostocER1-Varianten Michaelis-Konstanten zwischen 160,7 ± 11,4 µM und 

430,4 ± 36,6 µM und zeigen somit eine deutliche Verbesserung zur wildtypischen 

NostocER1. Damit wurde der Km der AcaryoER1 von allen Hybriden übertroffen oder 

zumindest abgebildet. Dennoch war ein deutlicher Unterschied zum Km des zweiten 

Spenders AchrOYE4 zu beobachten (Abbildung 6.11, C). Wie sich bereits im Rahmen der 
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v200 und v500 Messungen abzeichnete, konnte durch den donorübergreifenden Austausch 

multipler Loops eine weitere Steigerung der maximalen Reaktionsgeschwindigkeit erzielt 

werden. So besitzen alle fünf untersuchten Hybride mindestens eine zur NostocER1 nicht 

signifikant unterschiedliche maximale Reaktionsgeschwindigkeit (Abbildung 6.11, D). Mit 

41,16 ± 0,64 U mg-1 trat in diesem Kontext der bereits erwähne Loop 1,2a-Austausch 

hervor. Dieses Hybridprotein besitzt somit einen zur NostocER1 um den Faktor 

1,92 ± 0,24 erhöhte vmax. Aber auch die Dreifach-Kombinationen aus Loop 1,2a,3b und 

Loop 1,5,2a wiesen eine zur wildtypischen NostocER1 signifikant erhöhte maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit auf. 

Mit Hilfe der enzymkinetischen Parameter wurden die katalytischen Effizienzen (keff) aller 

charakterisierten multiplen NostocER1-Varianten bestimmt (Abbildung 6.12 und Tabelle 

12.39). Auf Seiten der donorspezifischen Loop-Austausche konnte durch die Kombination 

der beiden AcaryoER1-Loops keff um einen Faktor von 5,69 ± 1,46 im Vergleich zur 

NostocER1 gesteigert werden, wodurch die entsprechende keff des Spenders AcaryoER1 

übertroffen wurde. Da durch die Kombination der AchrOYE4-Loops 1 und 5 weitgehend 

eine Übertragung der enzymkinetischen Parameter auf die NostocER1 stattfand, konnte 

logischerweise kein signifikanter Unterschied zwischen der keff dieses Hybriden 

(119,0 ± 25,3 s-1 mM-1) und dem entsprechenden Wert des Donors AchrOYE4 

(155,4 ± 46,4 s-1 mM-1) beobachtet werden (Abbildung 6.12, A).  

 

Abbildung 6.12: Katalytische Effizienz (keff) der NostocER1 (weiß), der Donorenzyme 

AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) der Hybridenzyme aus NostocER1 mit 

multiplen Loop-Regionen der AcaryoER1 (blau) und des AchrOYE4 (rot, 

A) oder von beiden Spendern (blau-rot, B). 
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Bei den donorübergreifenden Loop-Austauschen wurde die katalytische Effizienz der 

NostocER1 maximal um einen Faktor von 9,12 ± 2,28 gesteigert. Dies wurde durch den 

Loop 1,2a-Austausch mit einem Wert von 130 ± 6,7 s-1 mM-1 verwirklicht (Abbildung 

6.12, B). Somit besitzt dieses Hybridprotein ebenfalls keinen signifikanten Unterschied 

zum AchrOYE4-Donor. Dies gilt auch für den Hybriden mit der dritthöchsten gemessenen 

katalytischen Effizienz, den AchrOYE-Loops 1 und 5 in Kombination mit dem AcaryoER1-

Loop 2a (Loop 1,5,2a). Diese NostocER1-Variante besitzt eine keff von 118,4 ± 

8,7 s-1 mM-1. 

6.2.3 Aktivität mit NADPH 

Zusätzlich zu den spezifischen Aktivitäten mit NADH wurden die v200 und v500 aller 

Hybridenzyme mit multiplen ausgetauschten Loop-Regionen mit NADPH bestimmt. Diese 

Daten werden in Abbildung 6.13 dargestellt und in Tabelle 12.38 aufgeführt. Im Kontext 

dieser Datenerhebung konnte gezeigt werden, dass die Kombination der AcaryoER1-

Loops 2a und 3b zu einer Erhöhung der spezifischen Aktivität mit NADPH führte. So 

wurde, wie auch schon bei den entsprechenden Messungen mit NADH, die Aktivität des 

Spenders auf diesen NostocER1-Hybriden übertragen. Dadurch war eine Erhöhung von 

v200 auf 33,7 ± 1,24 U mg-1 (Abbildung 6.13, A) und von v500 auf 41,56 ± 4,32 U mg-1 

(Abbildung 6.13, B) zu beobachten. Bei der Kombination der AchrOYE4-Loops konnte 

ausschließlich für den Loop 1,2b-Hybriden eine zur wildtypischen NostocER1 

vergleichbare Aktivität gemessen werden. Die Loop-Kombination 1 und 5 zeigte eine um 

Faktor 9,24 ± 1,21 (v200) beziehungsweise 7,31 ± 2,64 (v500) stark gesenkte NADPH-

Aktivität. Die beiden zusätzlichen Loop-Kombinationen des AchrOYE4 wiesen eine noch 

drastischere Reduktion der NADPH-Aktivität auf, analog ihrer spezifischen Aktivitäten mit 

NADH als Cosubstrat.  

Die donorübergreifenden Kombinationen der Loop-Regionen führten zu keiner weiteren 

Steigerung der NADPH-Aktivität. Die Aktivität der zwei Hybride mit der größten 

katalytischen Effizienz mit NADH, das heißt die Kombination des AcaryoER1-Loops 2a mit 

dem AchrOYE4-Loop 1 (Loop 1,2a) beziehungsweise 1 und 5 (Loop 1,5,2a), befand sich 

sowohl bei 200 µM NADPH (Abbildung 6.13, C) als auch bei 500 µM NADPH (Abbildung 

6.13, D) im Rahmen der Aktivitäten der wildtypischen NostocER1 und AcaryoER1. 

Besonders auffällig sind zum wiederholten Male die Hybride, welche den AchrOYE4-

Loop 5 enthielten. Wie auch schon bei den singulären Loop-Austauschen besitzen all 

diese Hybride eine stark gesenkte NADPH-Aktivität.  
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Abbildung 6.13: Spezifische Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM 

NADPH (v200, A / C) und 500 µM NADPH (v500, B / D) der NostocER1 

(weiß), der Donorenzyme AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und der 

Hybridenzyme aus NostocER1 mit multiplen Loop-Regionen der 

AcaryoER1 (blau), des AchrOYE4 (rot) oder von beiden Spendern (blau-

rot). Die dargestellten Aktivitäten bilden das Mittel aus mindestens zwei 

biologischen Replikaten. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

6.2.4 Aktivität mit (R)-Carvon 

Neben den Auswirkungen der multiplen Loop-Veränderungen auf die Reaktivität mit den 

beiden Cosubstraten, wurde zusätzlich die Änderung der Reduktionsrate von (R)-Carvon 

(RC) ermittelt. Diese Daten werden für 200 µM NADH (v200 (RC)) und 500 µM NADH (v500 

(RC)) in Abbildung 6.14 dargestellt und werden in Tabelle 12.40 aufgelistet. 
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Abbildung 6.14: Spezifische Aktivitäten mit 10 mM (R)-Carvon (RC) als Substrat und 

200 µM NADH (v200, A / C) beziehungsweise 500 µM NADH (v500, B / D) 

als Cosubstrat der NostocER1 (weiß), der Donorenzyme AcaryoER1 

und AchrOYE4 (grau) und der Hybridenzyme aus NostocER1 mit 

multiplen Loop-Regionen der AcaryoER1 (blau), des AchrOYE4 (rot) 

oder von beiden Spendern (blau-rot). Zusätzlich wird die spezifische 

Aktivität der NostocER1 mit dem bevorzugten Cosubstrat NADPH 

dargestellt (grau gestreift). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, pH 7, 30 °C 

Alle Enzyme mit multiplen Loop-Austauschen zeigten eine im Vergleich zum 

Ausgangsenzym erhöhte Reduktionsrate für (R)-Carvon, sowohl bei einer Cosubstrat-

konzentration von 200 µM NADH als auch bei 500 µM NADH. Im Rahmen der 

donorspezifischen Loop-Austausche konnte die größte Aktivitätssteigerung durch die 

bereits häufig besprochene Insertion der Loop-Regionen 1 und 5 des AchrOYE4 erzielt 

werden. Hierdurch war es möglich v200 um einen Faktor von 6,76 ± 0,38 auf 
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2,30 ± 0,11 U mg-1 zu erhöhen. Des Weiteren konnte kein signifikanter Aktivitäts-

unterschied zur wildtypischen NostocER1 mit ihrem bevorzugten Cosubstrat NADPH 

festgestellt werden (Abbildung 6.14, A). Des Weiteren deutet der geringe Aktivitäts-

unterschied zwischen v200 und v500 dieses Hybriden auf einen deutlich gesenkten Km 

(Abbildung 6.14, B), welcher ebenfalls vergleichbar zur NostocER1 unter der Verwendung 

von NADPH ist. 

Die ermittelten v200 der donorübergreifenden Loop-Kombinationen ergab für drei der fünf 

charakterisierten Hybride eine zum Donor AcaryoER1 gesteigerte Aktivität. Dies war für 

die Loop 1,2a-, die Loop 1,3b- und die Loop 1,5,2a-Kombination beobachtbar (Abbildung 

6.14, C). Die ermittelten v500 ergaben eine weitere deutliche Aktivitätssteigerung dieser 

drei Hybride, sodass entweder kein signifikanter Unterschied (Loop 1,2a) oder eine nur 

leicht gesenkte Aktivität zum entsprechenden Wert der NostocER1 mit dem bevorzugten 

phosphorylierten Cosubstrat beobachtet werden konnte (Abbildung 6.14, D). 

 

Abbildung 6.15: Diastereomerenüberschuss (de) der NostocER1 (weiß), der Donoren 

AcaryoER1 und AchrOYE4 (grau) und den NostocER1-Hybriden mit 

multiplen Loop-Regionen der AcaryoER1 (blau) und des AchrOYE4 (rot, 

A) oder von beiden Spendern (blau-rot, B) nach der Reduktion von (R)-

Carvon. 

Wie schon bei den singulären Loop-Austauschen, war auch im Rahmen der multiplen 

Loop-Veränderung der NostocER1 keine Senkung der Stereoselektivität der Enzym-

varianten beobachtbar. So erzeugte keine der modifizierten Enreduktasen bei der 

Reduktion von (R)-Carvon eine signifikant erhöhte (2S,5R)-Dihydrocarvonmenge. Dies 

war sowohl für die donorspezifischen Loop-Austausche (Abbildung 6.15, A), als auch für 

die donorübergreifenden Loop-Austausche (Abbildung 6.15, B) der Fall. Des Weiteren 
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wurde, analog zu den singulären Loop-Austauschen, die signifikant schlechtere Stereo-

spezifität des AchrOYE4-Spenders auf keines der Hybride mit AchrOYE4-Loops 

übertragen. 

6.2.5 Diskussion 

Durch die Kombination der singulären Loop-Austausche konnte das NADH-Bindever-

halten der NostocER1 weitergehend gestaltet werden. Es war möglich, eine zusätzliche 

Steigerung der Affinität zu NADH und der Aktivität mit NADH im Vergleich zu den 

singulären Loop-Hybriden zu generieren. Durch die donorspezifische Kombination von je 

zwei Loop-Regionen konnten darüber hinaus die enzymkinetischen Parameter des ent-

sprechenden Donors auf das Ausgangsenzym NostocER1 übertragen werden. Einerseits 

wurde dies durch den Transfer der AcaryoER1-Loops 2a und 3b und andererseits durch 

den Übertrag der AchrOYE4-Loops 1 und 5 erzielt. Des Weiteren konnten diese vier Loop-

Regionen als Auswahl an Spender-Loops identifiziert werden, welche eine hervorragende 

Kompatibilität miteinander aufwiesen. Alle bereitgestellten Kombinationen dieser vier 

Loops führte zu NostocER1-Varianten, welche die gewünschte Erhöhung der NADH-

Aktivität besaßen. Diese Ergebnisse spiegeln erneut das hohe Potential dieser Strategie 

des Enzyme Engineering wider, um das Cosubstrat-Bindeverhalten von Enreduktasen zu 

gestalten. 

Um den Erfolg der Veränderung der NostocER1 darzustellen, wurden die 

enzymkinetischen Parameter sowie die relative katalytische Effizienz (RKE) zum von der 

NostocER1 bevorzugten Cosubstrat NADPH in Tabelle 6.1 aufgelistet. Hier werden die 

wildtypischen Enzyme, der herausragende singuläre AchrOYE4-Loop 1-Austausch sowie 

die drei multiplen Loop-Austausche mit der höchsten katalytischen Effizienz mit NADH 

verglichen. Durch den signifikant zur NostocER1 gesenkten Km und die erhöhte maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit mit NADH besaß der singuläre Loop 1-Austausch bereits eine 

um den Faktor 6,62 ± 1,70 gesteigerte katalytische Effizienz. Vergleicht man seine 

enzymkinetischen Parameter jedoch zu denjenigen der NostocER1 mit NADPH als 

Cosubstrat ist ein deutlicher Unterschied zu erkennen. Sowohl der Km befindet sich mit 

80,2 ± 18,6 µM deutlich unter dem Km des Loop 1-Austauschs, als auch vmax mit 

37,70 ± 1,33 U mg-1. Daraus ergibt sich eine RKE von 0,287 ± 0,071. Durch die multiplen 

Loop-Austausche konnte keff weiter deutlich gesteigert werden, um einen Faktor zwischen 

9,12 ± 2,28 und 8,31 ± 2,12 zur NostocER1 mit NADH. Zusätzlich hierzu konnten 

vergleichbare Parameter zur NostocER1 mit NADPH bestimmt werden. So war der Km des 

Loop 1,5-Austauschs mit 72,6 ± 13,2 µM nicht signifikant unterschiedlich zu demjenigen 

der NostocER1. Bemerkenswerterweise übertraf der Loop 1,2a-Austausch mit einem vmax 
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von 41,16 ± 0,64 U mg-1 sogar die maximale Reaktionsgeschwindigkeit der NostocER1 

mit NADPH. Da diese herausragend verbesserten enzymkinetischen Parameter jedoch 

nicht in einem Hybridenzym vereint werden konnten, resultierten diese multiplen Loop-

Austausche in einer relativen katalytischen Effizienz zwischen 0,356 ± 0,087 und 

0,391 ± 0,113. Nichtsdestotrotz war kein signifikanter Unterschied zur RKE des 

AchrOYE4-Donors mit 0,473 ± 0,180 festzustellen. 

Tabelle 6.1: Michaelis-Menten-Konstante (Km), maximale Reaktionsgeschwindigkeit 

(vmax), die daraus resultierende katalytische Effizienz (keff) und die zur 

wildtypischen NostocER1 keff mit NADPH relative katalytische Effizienz 

(RKE) aller wildtypischen Enzyme sowie der ‚besten‘ NostocER1-Hybrid-

enzyme. 

 

Bisher wurden 51 Oxidoreduktasen in der Literatur beschrieben, bei denen das 

Cosubstrat-Bindeverhalten hin zu NADH gestaltet wurde (Chánique & Parra 2018). 

Lediglich elf dieser 51 modifizierten Enzyme besitzen eine höhere relative katalytische 

Effizienz als die modifizierten NostocER1-Varianten dieser Arbeit. Darüber hinaus 

besitzen neun dieser elf Oxidoreduktasen eine Rossmann-ähnliche Faltung. Da die 

Bindung der Cosubstrate bei diesem Faltungstyp bereits gut verstanden wurde, ist die 

Gestaltung des Cosubstrat-Bindeverhaltens meist weniger herausfordernd (Hanukoglu 

2015). Im Gegensatz dazu wurde bisher nur ein Beispiel einer erfolgreichen Änderung des 

NADH-Bindeverhaltens der Unterklasse EC 1.6 beschrieben. Die Änderung einer 

Nitratreduktase dieser Enzymklasse resultierte in einer relativen katalytischen Effizienz 
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von 0,003 (Shiraishi et al. 1998), also um einen Faktor von 100 geringer als bei der 

NostocER1. Überdies tendieren Gestaltungen des Cosubstrat-Bindeverhaltens von 

Oxidoreduktasen, die eine prostetische Gruppe wie FMN besitzen, dazu, anspruchsvoller 

zu sein als diejenigen bei Enzymen ohne zusätzlichen Cofaktor (Chánique & Parra 2018). 

Somit konnte durch den Austausch von Loop-Regionen die Cofaktorabhängigkeit der 

NostocER1 mit einem für diese Enzymklasse bisher einzigartigen Erfolg verändert 

werden. 

6.3 Weitergehende Untersuchung ausgewählter 

Aminosäurepositionen 

Im Rahmen der Gestaltung des Cosubstrat-Bindeverhaltens der NostocER1 wurden 

beachtliche Erfolge durch die Einbringung zweier Punktmutationen erzielt. Dies war 

einerseits durch eine Q30S Mutation in Loop 1 und andererseits durch eine A57T Mutation 

in Loop 2a möglich. Diese Positionen sollten im Folgenden tiefergehend beleuchtet 

werden, um zu untersuchen, ob die Einbringung anderer Aminosäuren an diesen 

Positionen zu einer weiteren Verbesserung des NADH-Bindeverhaltens führt. 

Um eine Auswahl zu treffen, welche zusätzlichen Punktmutationen in diesen beiden Loops 

durchgeführt werden sollen, wurden diese zwei NostocER1-Loops mit den 

entsprechenden Regionen der 50 ähnlichsten Proteinsequenzen15 verglichen. Eine 

grafische Darstellung dieses Vergleichs findet sich in Abbildung 6.16 wieder. 

 

Abbildung 6.16: Darstellung der relativen Häufigkeit des Auftretens einer Aminosäure in 

den Loop-Regionen 1 (A) und 2a (B) der 50 zur NostocER1 ähnlich-

sten15 Proteine. Die durch die Loop-Austausche veränderten Amino-

säurepositionen 30 und 57 sind in rot markiert. 

                                                

15 Entsprechend ihres expect value basierend auf einem mittels des Basic Local Alignment Search 
Tool (BLAST) durchgeführten Sequenzvergleich. 
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Durch diesen Vergleich konnte gezeigt werden, dass die Variabilität der Aminosäurezu-

sammensetzung in Loop-Region 1 lediglich an den Positionen 30, mit 13 verschiedenen 

Aminosäuren, und Position 33, mit 10 unterschiedlichen Aminosäuren, sehr hoch ist 

(Abbildung 6.16, A). Interessanterweise trat an Position 30 das bereits mutierte Serin mit 

einer relativen Häufigkeit von 0,24 am meisten auf. Danach waren die Aminosäuren N 

(0,18), G (0,16), C (0,12) und A (0,08) zumeist vertreten. Das sich im wildtypischen Loop 1 

der NostocER1 befindende Q war mit 0,02 hingegen nur in einem der 50 

Vergleichsenzyme vorhanden. Gleiches gilt für die Aminosäuren T, D, H, K, M und R, 

welche ebenfalls einmal autraten. Da durch den Vergleich von lediglich 50 

Primärstrukturen bereits 13 unterschiedliche Aminosäuren an Position 30 identifiziert 

werden konnten und diese Stelle somit eine sehr hohe Variabilität aufweist, sollten alle 20 

proteinogenen Aminosäuren an diese Position mutiert werden. 

Ein anderes Bild zeigte sich für Loop 2a. Hier war die im Fokus liegende Position 57 nicht 

diejenige mit der höchsten Variabilität (Abbildung 6.16, B). Die Aminosäuren Serin und 

Threonin umfassten mit einer relativen Häufigkeit von 0,76 bereits den Großteil der 

auftretenden Reste. Interessanterweise war auch in Loop 2a die Aminosäure (Alanin) der 

wildtypischen NostocER1 mit einer relativen Häufigkeit von 0,02 innerhalb des 

durchgeführten Vergleichs nur sehr selten vertreten. Aufgrund der relativ geringen 

Variabilität an dieser Position sollten neben der bereits durchgeführten A57T-Mutation 

ausschließlich die weiteren auftretenden Aminosäuren S, V, C, L und F untersucht werden. 

6.3.1 Glutamin an Position 30 (Q30) 

Zunächst wurde die spezifische Aktivität mit 500 µM NADH als Cosubstrat (v500) aller 18 

bereitgestellten Punktmutanten aufgenommen. Diese wurden anschließend sowohl mit 

dem NostocER1-Wildtyp als auch mit der Q30S-Punktmutante, die dem vorab 

vorgestellten Hybriden aus NostocER1 und AchrOYE4-Loop 1 entspricht, verglichen 

(Abbildung 6.17 und Tabelle 12.41). Mittels der durchgeführten Sättigungmutagenese 

konnten zehn Mutanten identifiziert werden, die eine signifikant höhere spezifische 

Aktivität als die wildtypische NostocER1 aufweisen. Diese waren die sterisch 

anspruchsloseren Aminosäuren A, C, G und T, die basischen Aminosäuren H, K und R, 

das zum Q chemisch verwandte N, sowie D und M. Nichtsdestotrotz befanden sich alle 

v500 mit Ausnahme der Q30A-Mutante unter dem entsprechenden Wert der Q30S-

Mutante. Die Q30A-Mutante besitzt mit 21,08 ± 2,98 U mg-1 eine zur Q30S-Mutante nicht 

signifikant unterschiedliche Aktivität. 
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Abbildung 6.17: Spezifische Aktivität bei 500 µM NADH (v500) des NostocER1-Wildtyps 

(Q30, weiß), der bereits dargestellten Q30S-Mutation (rot), sowie der 18 

verbleibenden möglichen proteinogenen Aminosäuremuationen A bis K 

(violett, A) und L bis Y (violett, B). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M 

Na-Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Die Insertion aller proteinogenen Aminosäuren an Position 30 der NostocER1 ergab ein 

sehr diverses Bild der spezifischen Aktivitäten. Für die Gruppe der basischen 

Aminosäuren war ein durchweg positiver, für die aromatischen Aminosäuren ein negativer 

Effekt zu beobachten. Abseits dieser zwei Gruppen konnte kein einheitliches Bild in Bezug 

auf die funktionelle Gruppe der Aminosäuren beobachtet werden. Hingegen deutet die 

vergleichbare Aktivitätssteigerung der Q30S und Q30A-Mutante auf einen Einfluss des 

sterischen Anspruchs der Aminosäure. Die Größe dieser zwei Seitenketten, sowie die 

Flexibilität von Serin und Alanin sind vergleichbar. Dadurch verbleibt als einziger 

fundamentaler Unterschied der zwei Aminosäuren die Hydroxy-Gruppe des Serins, 

welche durch den nicht signifikanten Aktivitätsunterschied vermutlich keinen großen 
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Einfluss hat. Um einen möglichen Zusammenhang zwischen Aktivität der Mutante und 

sterischen Anspruch der Aminosäureseitenkette (Richards 1977) zu erhalten wurden 

diese zwei Größen in Abbildung 6.18 gegeneinander dargestellt. 

 

Abbildung 6.18: Zur NostocER1 (Q, weiß) relative Aktivität der Q30S-Mutante (rot) und 

aller weiteren Q30-Punktmutanten (violett) über das zum Q relative Van 

der Waals-Radius der Aminosäureseitenkennte (relatives Residuen-

volumen) (Richards 1977). 

Hierdurch war zu erkennen, dass eine prinzipielle Korrelation dieser beiden Größen 

besteht. Lediglich die basischen Aminosäuren (H, K und R) und M besitzen ein größeres 

Van der Waals (VdW)-Radius als Q und weisen trotzdem eine zur NostocER1 signifikant 

erhöhte Aktivität auf. Die Q30G-Mutante fügt sich grundsätzlich in diese Korrelation ein, 

ihre relative Aktivität ist jedoch deutlich geringer als diejenige der Q30S- und Q30A-

Mutanten. Die ausergewöhnliche Flexibilität dieser Aminosäure könnte ein Grund für die 

verringerte Aktivität sein (Krieger et al. 2005). Ähnliches gilt für das einzige 

‚Negativbeispiel‘, der Q30P-Mutation. Diese Aminosäure nimmt weniger Platz als Q ein 

und trotzdem war keine Steigerung der Aktivität zu beobachten. Da die NostocER1 durch 

die Insertion dieser Aminosäure quasi inaktiviert wurde, kann dieses Ergebnis vermutlich 

auf das hohe Maß an Inflexibilität durch das eingebrachte P in einer generell eher flexiblen 

Loop-Region erklärt werden. Nichtsdestotrotz folgen 14 der 19 Punktmutationen dieser 

generellen Korrelation.  
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Um weitergehende Informationen zu gewinnen wurden die enzymkinetischen Parameter 

der Mutanten Q30A, T, E und Y erhoben, deren Aktivitäten sich entsprechend des 

räumlichen Anspruchs der inserierten Aminosäure verändern. Zusätzlich wurden die 

Daten zu zwei ‚Ausreißern‘ der Q30M- beziehungsweise Q30R-Mutante erhoben 

(Abbildung 6.19 und Tabelle 12.42). 

 

Abbildung 6.19: Michaelis-Menten-Konstante (Km, A) und maximale Reaktionsgeschwin-

digkeit (vmax, B) der NostocER1 (Q30, weiß), der Q30S-Mutante (rot), 

sowie der Punktmutationen Q30A, T, E, Y, M und R. Assay-

Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 20 – 1200 µM NADH, 10 mM 

Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Die Michaelis-Konstanten der Punktmutanten nehmen tendenziell mit dem Volumen der 

Aminosäureseitenkette zu. Dies bedeutet, dass die Q30A-Mutante erneut keinen 

signifikanten Unterschied zur Q30S-Mutante aufweist und mit 191,7 ± 66,9 µM den 

geringsten Km aller weiteren Punktmutanten besitzt (Abbildung 6.19, A). Interessanter-

weise nehmen die zwei ‚Ausreißer‘ Q30M und Q30R im Kontext der Affinität zu NADH 

keine Sonderstellung ein. So sind der VdW-Radius der Seitenkette mit 170,8 Å3 und der 

Km mit 420,8 ± 22,8 µM der Aminosäure M leicht höher als die entsprechenden Werte von 

E mit einem Radius von 155,1 Å3 und einem Km mit 349,7 ± 20,4 µM. Ähnliches gilt für den 

Vergleich von Y und R die sich in Bezug auf ihren VdW-Radius kaum unterscheiden und 

keinen signifikant unterschiedlichen Km aufweisen.  

Deutliche Unterschiede gibt es hingegen bei den maximalen Reaktionsgeschwindigkeiten. 

Die maximale Reaktionsgeschwindigkeit der Q30A-Mutante mit 26,84 ± 2,39 U mg-1 

unterscheidet sich nicht signifikant zur entsprechenden Geschwindigkeit der Q30S-

Punktmutation mit 25,72 ± 0,28 U mg-1. Des Weiteren ist ein stetiger Abfall der maximalen 
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Reaktionsgeschwindigkeit mit zunehmenden Volumen der Residuen, hin zu einem 

minimalen Wert von 5,40 ± 0,10 U mg-1 der Q30Y-Mutante, zu beobachten (Abbildung 

6.19, B). In diesem Fall ist die Abweichung der Q30M- und Q30R-Mutation offensichtlich 

zu erkennen. Die Q30M-Mutante weist mit 18,34 ± 0,40 U mg-1 eine ähnliche maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit wie die Q30T-Mutante (17,53 ± 0,43 U mg-1) auf, während die 

Q30R-Mutation mit 32,98 ± 0,86 U mg-1 zur höchsten maximale Reaktionsgeschwindigkeit 

aller charakterisierten Q30-Punktmutanten führte. 

Betrachtet man zusammenfassend die katalytschen Effizienzen der ausgewählten Q30-

Punktmutanten ergibt sich ein zur ‚These des sterischen Anspruchs‘ konsistentes Bild, 

wenn man die Reihe A/S – T – E – Y betrachtet (Abbildung 6.20). Dies wird auch dadurch 

unterstrichen, dass nicht nur die katalytische Effizienz der Q30E-Mutante mit derjenigen 

der wildtypischen NostocER1 vergleichbar ist, sondern sich auch die VdW-Radien von E 

(155,1 Å3) und Q (161,1 Å3) kaum unterscheiden. Auch in Bezug auf die katalytische 

Effizienz weichen die zwei ‚Ausreißer‘ Q30M und Q30R deutlich vom allgemeinen Trend 

ab und finden sich in einem Bereich zwischen der T und E-Insertion wieder. 

 

Abbildung 6.20: Katalytische Effizienz (keff) der NostocER1 (Q30, weiß), der Q30S-

Mutation (rot), sowie der Punktmutationen Q30A, T, E, Y, M und R. 
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6.3.2 Alanin an Position 57 (A57) 

Der zweite Fokus lag auf der Loop 2a-Region der NostocER1. Hier konnte vorab gezeigt 

werden, dass eine Mutation der Position 57 von einem A zu einem T die spezifische 

Aktivität des Enzyms mit NADH signifikant erhöht. Durch einen Sequenzvergleich mit 50 

zur NostocER1 ähnlichen Proteinen konnten die Aminosäuren S, V, C, L und F identifiziert 

werden, die neben A und T an dieser Position 57 auftreten. Daher wurden diese fünf 

Punktmutanten bereitgestellt und initial hinsichtlich ihrer v500-Aktivität untersucht 

(Abbildung 6.21 und Tabelle 12.43). 

 

Abbildung 6.21: Spezifische Aktivität bei 500 µM NADH (v500) des NostocER1-Wildtyps 

(A57, weiß), der bereits dargestellten A57T-Mutation (blau), sowie der 

A57S, C, V, L und F Mutationen (hellblau). Weitere Assay-Bedingungen: 

0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Die zwei A57S- und A57C-Punktmutanten zeigten in diesem Zusammenhang einen 

erhöhten v500 verglichen zur wildtypischen NostocER1. Jedoch waren beide Mutanten mit 

v500 von 9,99 ± 0,69 U mg-1 beziehungsweise 7,23 ± 0,41 U mg-1 signifikant weniger aktiv 

als die bereits bekannte A57T-Mutation. Der Austausch zu einem V in dieser Proteinregion 

führte zu einer leicht zur NostocER1 gesenkten spezifischen Aktivität von 

4,56 ± 0,09 U mg-1, der Austausch mit den sehr selten an dieser Position auftretenden 

Aminosäuren L und F zu einer Inaktivierung des Enzyms. 

Aufbauend auf diesen Ergebnissen wurden die enzymkinetischen Parameter der drei 

Punktmutanten A57S, C und V ermittelt und mit den entsprechenden Parametern der 

NostocER1 beziehungsweise A57T-Mutante verglichen (Abbildung 6.22). 
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Abbildung 6.22: Michaelis-Menten-Konstante (Km, A) und maximale Reaktionsgeschwin-

digkeit (vmax, B) der NostocER1 (A57, weiß), der A57T-Mutante (blau), 

sowie der A57S, C und V Punktmutationen (hellblau). Assay-

Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 20 – 1200 µM NADH, 10 mM 

Maleimid, pH 7, 30 °C. 

In diesem Zusammenhang konnte gezeigt werden, dass eine Veränderung der Position 

57 keinen Einfluss auf die Affinität zu NADH der NostocER1 hat. Alle drei durchgeführten 

Punktmutationen besitzen einen Km zwischen 742,7 ± 45,0 µM und 893,5 ± 55,7 µM und 

somit keinen signifikanten Unterschied zur A57T-Mutation beziehungsweise, mit 

Ausnahme der A57C-Mutation, zum NostocER1-Wildtyp (Abbildung 6.22, A). Weitaus 

größere Unterschiede konnten hingegen bei den maximalen Reaktionsgeschwindigkeiten 

identifiziert werden. Hier zeigte die Mutation A57S mit 29,86 ± 1,01 U mg-1 eine zur 

NostocER1 signifikant erhöhte und zur A57T-Mutante unveränderte Geschwindigkeit. 

Deutlich geringer waren die Geschwindigkeiten der A57C-Mutation mit 

15,19 ± 0,47 U mg-1 und der A57V-Mutation mit 10,74 ± 0,37 U mg-1 (Abbildung 6.22, B). 

Aufgrund des ähnlichen Km ist eine vergleichbare Abstufung in der katalytischen Effizienz 

wiederzufinden (Abbildung 6.23). 
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Abbildung 6.23: Katalytische Effizienz (keff) der NostocER1 (A57, weiß), der A57T-

Mutation (blau), sowie der Punktmutationen A57S, C und V (hellblau). 

6.3.3 Doppelmutationen 

Aufbauend auf diesen Ergebnissen wurden kombinierte Mutationen in den Loops 1 und 

2a durchgeführt. Im Rahmen der multiplen Loop-Austausche (Kapitel 6.2) konnte das 

hohe Potential einer gemeinsamen Veränderung der Positionen 30 (Loop 1) und 57 

(Loop 2a) gezeigt werden. Durch die Einbringung einer Q30S-Mutation in Kombination mit 

einer A57T-Mutation wurde die maximale Reaktionsgeschwindigkeit mit NADH auf den im 

Kontext der Loop-Austausche höchsten gemessenen Wert von 41,16 ± 0,64 U mg-1 

gesteigert. Da die Q30A-Mutation das NADH-Bindeverhalten der NostocER1 vergleichbar 

zur Q30S-Mutation änderte und entsprechendes für die A57S-Mutation im Vergleich zur 

A57T-Mutation beobachtet werden konnte, wurden diese vier Modifikationen miteinander 

kombiniert. Die ermittelten enzymkinetischen Parameter dieser NostocER1-Varianten 

werden in Abbildung 6.24 dargestellt und in Tabelle 12.44 aufgelistet. 

Alle bereitgestellten Doppelmutanten besitzen einen signifikant zur NostocER1 gesenkten 

Km (Abbildung 6.24, A). Jedoch war nur derjenige der Q30S A57S-Mutation mit 

218,8 ± 47,5 µM in einem zur Q30S A57T-Mutation vergleichbaren Bereich 

(223,9 ± 11,0 µM). Die Einbringung einer Q30A-Mutation im Zusammenhang mit einer 

Veränderung der Position 57, scheint einen negativen Einfluss auf die Affinität der ER zu 

NADH zu haben. Der zu den beiden Q30S-Doppelmutanten mindestens um den Faktor 

2,07 ± 0,16 gesteigerte Km der beiden Q30A-Doppelmutanten deutet darauf hin. 
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Abbildung 6.24: Michaelis-Menten-Konstante (Km, A) und maximale Reaktionsgeschwin-

digkeit (vmax, B) der NostocER1 (weiß), der bereits beschriebenen 

Q30S-A57T-Mutante (blau-rot), sowie der Doppelmutanten Q30A-A57S 

(hellblau-violett), Q30A-A57T (blau-violett) und Q30S-A57S (hellblau-

rot). Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 20 - 1200 µM 

NADH, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

Ein anderes Bild ergibt sich bei den maximalen Reaktionsgeschwindigkeiten der 

NostocER1-Doppelmutanten. Wie schon zuvor zeigten alle Mutanten eine deutlich 

Verbesserung zur NostocER1, was sich in einer gesteigerten vmax um einen Faktor 

zwischen 2,37 ± 0,23 und 1,43 ± 0,18 äußert (Abbildung 6.24, B). Jedoch führte die Q30A-

Mutation in diesem Fall zu einer zusätzlichen Verbesserung. Durch die Kombination mit 

der A57T-Mutation konnte die maximale Reaktionsgeschwindigkeit der NostocER1 auf 

50,94 ± 1,31 U mg-1 gesteigert werden. Somit übertraf diese NostocER1-Variante den 

bisherigen Maximalwert der Q30S A57T-Mutante. 

Nichtsdestotrotz führte diese Steigerung von vmax zu keiner weiteren Erhöhung der 

katalytischen Effizienz, da alle drei bereitgestellten Doppelmutanten hinsichtlich dieser 

Größe hinter der vorab charakterisierten Q30S A57T-Mutante zurückblieben. Dennoch 

zeigten alle Enzyme eine mindestens um Faktor 3,58 ± 0,90 gesteigerte katalytische 

Effizienz im Vergleich zur NostocER1. 
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Abbildung 6.25: Katalytische Effizienz (keff) der NostocER1 (weiß), der bereits 

beschriebenen Q30S-A57T-Mutante (blau-rot), sowie der Doppelmutan-

ten Q30A-A57S (hellblau-violett), Q30A-A57T (blau-violett) und 

Q30S-A57S (hellblau-rot). 

6.3.4 Diskussion 

Durch die systematische Veränderung der NostocER1 an den Positionen Q30 und A57 

konnte keine zusätzliche Verbesserung der Affinität der Enzyme zu NADH erzielt werden. 

So zeigte keine der bereitgestellten Punktmutanten eine geringere Michaelis-Konstante 

als die Punktmutanten Q30S und A57T, welche im Rahmen der Loop-Austausche 

charakterisiert wurden (vergleiche Kapitel 6.1). Obwohl die Mutanten Q30R und 

Q30S A57S höhere maximale Reaktionsgeschwindigkeiten aufwiesen als die 

ursprünglichen Varianten Q30S beziehungsweise Q30S A57T, konnte ebenfalls keine 

weitere Steigerung der katalytischen Effizienz erzielt werden. 

Nichtsdestotrotz konnten interessante Einblicke über die Auswirkung von Veränderungen 

dieser Positionen auf das NADH-Bindeverhalten der NostocER1 gewonnen werden. 

Zunächst konnte festgestellt werden, dass Aminosäuren, die häufig an diesen Positionen 

auftreten, förderlich für die Reaktivität mit NADH sind. So brachte die Insertion der fünf am 

häufigsten auftretenden Aminosäuren (S, N, G, C und A) an Position 30 eine Steigerung 

von v500 um einen minimalen Faktor von 2,07 ± 0,55 im Vergleich zur wildtypischen 

NostocER1. Analog hierzu wurden die größten Aktivitätszuwächse an Position 57 durch 

die zwei mit Abstand am häufigsten an dieser Position auftretenden Aminosäuren S und 

T erzielt. Des Weiteren konnte die durch den Sequenzvergleich ermittelte, geringe 

Konservierung der Position 30 durch die hohe Erhaltung der Aktivität nach der Sättigungs-

mutagenese bestätigt werden. Lediglich die Q30P-Mutation führte zu einer kompletten 



6.3 Weitergehende Untersuchung ausgewählter Aminosäurepositionen 115 

 

Inaktivierung der NostocER1, was aufgrund der mit dieser Aminosäure eingebrachten 

eingeschränkten Flexibilität wenig verwunderlich ist. Demgegenüber wurde ein hoher 

Grad an Konservierung der Position 57 festgestellt, was sich in einer geringen Retention 

der NADH-Aktivität äußerte. Von nur fünf durchgeführten Punktmutationen zeigten bereits 

zwei Mutanten eine sehr stark verminderte Aktivität. Da es sich bei diesen zwei 

Punktmutanten um die A57L- und A57F-NostocER1-Varianten handelte, wurde die 

Inaktivierung des Enzyms durch die Äminosäuren hervorgerufen, welche bei den 50 zur 

NostocER1 ähnlichsten Proteinen am seltensten in dieser Loop-Region auftreten. 

Darüber hinaus zeigen elf der 19 eingebrachten Aminosäuren der Sättigungsmutagenese 

an Position 30 eine Steigerung der Aktivität, was für eine in Bezug auf das NADH-

Bindeverhalten ungünstigen Effekt ausgehend von dem in der wildtypischen NostocER1 

befindlichen Q spricht. Hier konnte der sterische Anspruch der Aminosäurenseitenkette 

als mögliche Ursache identifiziert werden. Insbesondere die Tatsache, dass die Insertion 

der Aminosäuren S und A, die sich in Bezug auf ihre Größe und Flexibilität wenig, jedoch 

hinsichtlich der chemischen Eigenschaften ihrer Seitenketten sehr unterscheiden, eine 

ähnliche starke Steigerung der NADH-Aktivität verursachten, führte zu dieser These. Ein 

weiteres Indiz hierfür ist durch die Lage von Q30 gegeben. Diese Aminosäure ragt, 

entsprechend des erstellten Homologiemodells der NostocER1, in das aktive Zentrum, 

wodurch sich die Seitenkette in räumlicher Nähe zur Adenosin-Gruppe des Cosubstrats 

befindet (Abbildung 6.26). Entsteht durch das Vorhandensein einer räumlich anspruchs-

vollen Aminosäure eine sterische Behinderung in der Cosubstrat-Bindetasche, wechsel-

wirkt NADH weniger stark mit dem Enzym, wodurch eine geringere Aktivität mit dem 

Cosubstrat erklärt werden kann. Eine Wechselwirkung der elektronenakzeptierenden 

Aminosäuren R und K mit der elektronenspendenden Adenin-Gruppe des Cosubstrats 

könnte die Ursache dafür sein, dass diese basischen Aminosäuren trotz ihres sterischen 

Anspruchs eine hohe NADH-Aktivität aufweisen. Darüber hinaus befindet sich Q30 in 

räumlicher Nähe zur 2‘ Phosphat-Gruppe des NADPH. Durch eine Interaktion der 

Phosphat-Gruppe des Cosubstrats mit der Amid-Gruppe der Aminosäure kann ein 

positiver Effekt auf das Bindeverhalten von NADPH erklärt werden, welcher der 

räumlichen Behinderung entgegenwirkt. Hier könnte ein Grund der starken Präferenz der 

NostocER1 für NADPH liegen. Da sich Position 57 nicht in räumlicher Nähe zu NADH 

befindet und die Aminosäurenseitenkette auch nicht in Richtung des Cosubstrats ragt, 

kann eine direkte Wechselwirkung zwischen dieser Enzymposition und NADH 

ausgeschlossen werden. So ist die durch die Veränderung dieser Aminosäure 

hervorgerufene Steigerung der Aktivität in nicht über ein Homologiemodell identifizier-

baren Sekundäreffekten zu suchen. 
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Abbildung 6.26: Darstellung des gesamten Proteinrückrats (links), sowie eine Vergrö-

ßerung des aktiven Zentrums (rechts) des Homologiemodells der 

NostocER1 basierend auf der Kristallstruktur der Morphinonreduktase 

(PDB: 2r14). Zusätzlich werden FMN (gelb), NADH (blau) und die 

Aminosäure Q30 (rot) dargestellt. 

Interessanterweise wurde durch die Veränderung an Position 30 großer Einfluss auf die 

Affinität zu NADH genommen, was sich in einer Veränderung des Km zwischen 

190,2 ± 14,4 µM (Q30S) und 619 ± 22,6 µM (Q30R) äußerte. Demgegenüber führten die 

Mutationen der Position 57 zu einer äußerst geringen bis nicht signifikanten Änderung des 

Km. Dies spiegelt sich ebenfalls in der Änderung der katalytischen Effizienzen wider. 

Änderungen der Position 30 führten zu großen Änderungen von keff, bis hin zu einer 

Steigerung um den Faktor 6,85 ± 2,98. Die durch eine A57-Änderung erzielte maximale 

Steigerung beschränkte dich hingegen auf einen Faktor von 1,75 ± 0,49. Hierdurch konnte 

die entscheidende Rolle der NostocER1-Position 30 für das NADH-Bindeverhalten des 

Enzyms unterstrichen werden. 

Bedauerlicherweise konnte keine zusätzliche Erhöhung von keff durch die Kombination der 

Aminosäuren, welche zu den größten Steigerungen im Rahmen der punktuellen 

Veränderungen dieser beiden Enzymposition führten, erzielt werden. Mit einer 

katalytischen Effizienz von 128,3 ± 6,6 s-1 mM-1 besitzt die vorab charakterisierte Q30S 

A57T-Mutante weiterhin die höchste katalytische Effizienz. 
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7 Biotransformation mit neu gestalteten 

NostocER1 

Um den Nutzen der Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der NostocER1 für präparative 

Anwendungen zu demonstrieren, sollten die ‚leistungsstärksten‘ Enzymvarianten im 

Rahmen einer Biotransformation von industrieller Relevanz angewendet werden. Hierzu 

wurde die bereits in Abbildung 5.5 vorgestellte Reduktion von (R)-Carvon zum 

Hauptprodukt (2R,5R)-Dihydrocarvon (DHC) herangezogen. Dihydrocarvon besitzt 

industrielle Relevanz aufgrund des Einsatzes in der Naturstoffsynthese, beispielsweise bei 

der Darstellung von Acetonperoxid-Derivaten zur Wirkstoffherstellung gegen Malaria 

(Dong et al. 2010), der Synthese von Ketodecalin-Derivaten als Mittel zur Insektenabwehr 

(Jansen et al. 1989, Herrera et al. 2015) oder von Terpen-Derivaten wie Thujopsen oder 

Decipienin (Silva et al. 2012). Die Biotransformation sollte in einem skalierbaren Prozess 

ablaufen und ihre Effizienz durch den Einsatz eines Cosubstratregenerierungssystems 

gesteigert werden. Aufgrund bereits erzielter hoher Raum-Zeit-Ausbeuten bei der 

präparativen Umsetzung dieser Biotransformation mit rekombinanten E. coli-Zellen, 

konnte bei dieser Arbeit auf Ergebnisse aus vorangegangenen Arbeiten aufgebaut werden 

(Fu 2013, Castiglione et al. 2017).  

So wurde die Formiatdehydrogenase (FDH) aus Mycobacterium vaccae N10 zur 

Cosubstratregenerierung herangezogen. Im Gegensatz zu den vorangegangenen 

Arbeiten wurde hierbei das wildtypische Enzym verwendet, da es eine höhere spezifische 

Aktivität mit NAD+ aufweist. Wie die Mehrzahl der industriell relevanten Substrate ist (R)-

Carvon aufgrund seiner Hydrophobizität nur sehr schlecht in Wasser löslich, weswegen 

eine zweite, hydrophobe Phase eingesetzt wurde. Diese dient als Substratreservoir und 

zeitgleich zur Produktextraktion. In diesem Zusammenhang hatte sich bereits das 

Adsorberharz XAD4 als sinnvoll erwiesen (Castiglione et al. 2017), weswegen dieses Harz 

eingesetzt wurde. Um eine möglichst hohe Substratverfügbarkeit zu gewährleisten, wurde 

es in einem Harz:Substrat-Verhältnis von 3:1 eingesetzt. Ein schematischer Aufbau des 

Reaktionssystems wird in Abbildung 7.1 wiedergegeben.
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Abbildung 7.1: Schematische Darstellung der NostocER1-katalysierten Reduktion von 

(R)-Carvon (1). Unter Verbrauch von NADH entsteht das Hauptprodukt 

(2R,5R)-Dihydrocarvon (2) und das oxidierte Cosubstrat NAD+. Dieses 

wird mittels der Formiatdehydrogenase (FDH)-katalysierten Oxidation 

von Formiat (3) reduziert und so dem Prozess wieder zugeführt. Der 

Großteil von 1 und 2 findet sich adsorbiert an das Harz XAD4 wieder. 

Da die Aktivität der NostocER1 mit NADH gesteigert wurde, wurde zunächst untersucht, 

ob das in der Literatur beschriebene Reaktionssystem angepasst werden muss. So 

bestand die Möglichkeit, dass eine ungenügende Diffusionsgeschwindigkeit von (R)-

Carvon durch die Zellmembran bei dem Einsatz von Ganzzellbiokatalysatoren zu einer 

Limitation führen kann. Daher wurden zunächst E. coli-Stämme zur Reduktion von 

(R)-Carvon transformiert und ihr Einsatz als Ganzzellbiokatalysator mit demjenigen von 

geklärten Lysaten verglichen (Kapitel 7.1). Nach der Bereitstellung der Biokatalysatoren 

unter kontrollierten Bedingungen im Rührkesselreaktor (Kapitel 7.2), wurde die technische 

Reproduzierbarkeit der Biotransformationen im 15 mL-Maßstab überprüft (Kapitel 7.3). 

Abschließend wurde die Biotransformation unter kontrollierten Reaktionsbedingungen im 

Rührkesselreaktor durchgeführt, um die neu gestalteten Biokatalysatoren miteinander 

vergleichen zu können (Kapitel 7.4). 

7.1 Reduktion von (R)-Carvon 

Die Entscheidung, welche NostocER1-Varianten für die Biotransformation herangezogen 

werden sollten, basierte einerseits auf der katalytischen Effizienz mit NADH und 

andererseits auf der Aktivität der modifizierten Enzyme mit (R)-Carvon. Da die unter 

anderem in Tabelle 6.1 vorgestellten drei NostocER1-Varianten mit den ausgetauschten 

Loop-Regionen 1,5 beziehungsweise 1 und 2a und die Kombination aus allen drei Loops 

nicht nur die höchsten gemessenen katalytischen Effizienzen mit NADH, sondern auch 

die höchsten Aktivitäten bei der Reduktion von (R)-Carvon aufwiesen, wurden sie für 

diesen Projektabschnitt ausgewählt. 
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7.1.1 Konstruktion der E. coli-Stämme 

Zur Cosubstratregeneration sollten die NostocER1 beziehungsweise die drei 

ausgewählten NostocER1-Varianten mit der FDH aus Mycobacterium vaccae N10 

coexprimiert werden. Dazu wurde der für die Expression der NostocER1(-Varianten) 

bereits verwendete pET28a-Vektor um einen T7-Promotor (T7), eine Ribosomen-

Bindestelle (rbs) und das Gen der FDH erweitert, was sich ebenfalls in vorangegangenen 

Studien als förderlich erwiesen hatte. Ausschnitte der konstruierten Vektoren werden 

schematisch in Abbildung 7.2 dargestellt. 

 

Abbildung 7.2: Für die Coexpression der NostocER1 (Nos) beziehungsweise der 

ausgewählten NostocER1-Varianten mit einem gestalteten NADH-

Bindeverhalten und der Formiatdehydrogenase (FDH) konstruierte 

pET28a Vektoren. Weitere Abkürzungen: T7 – T7-Promotor, rbs – 

Ribosomen-Bindestelle, T7 Term – T7-Terminator. 

Um die drei Hybridenzyme miteinander und mit der wildtypischen NostocER1 vergleichen 

zu können, wurden E. coli BL21 (DE3)-Zellen zunächst mit diesen konstruierten pET28a-

Vektoren transformiert und die jeweilige Enreduktase mit der FDH im Schüttelkolben co-

exprimiert. Anschließend wurde die Produktion von Dihydrocarvon (DHC) mit den 

verschiedenen Biokatalysatoren in Form von ganzen Zellen oder geklärten Lysaten 

verglichen. 
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7.1.2 Ganze Zellen 

Die im Schüttelkolben bereitgestellten Zellen wurden im Rahmen einer initialen Biotrans-

formation als ruhender Ganzzellbiokatalysator im 10 mL-Maßstab eingesetzt. Die 

maximalen zellspezifischen Bildungsraten von Dihydrocarvon (DHC) der vier NostocER1-

Varianten werden in Abbildung 7.2 dargestellt und Tabelle 12.45 aufgelistet. 

Durch den Einsatz der neu gestalteten NostocER1-Varianten war es möglich, die 

Katalysatoraktivität deutlich zu steigern. So wurde die DHC-Bildungsrate des Ganzzell-

biokatalysators, der die wildtypische NostocER1 enthielt, um einen minimalen Faktor von 

2,84 ± 0,31 übertroffen. Die höchsten massebezogenen DHC-Bildungsraten wurden von 

den zwei Biokatalysatoren erreicht, welche den Loop 1,2a-Hybriden und den Loop 1,5-

Hybriden der NostocER1 enthielt. Diese beiden Katalysatoren zeigten eine Bildungsrate 

von 18,55 ± 2,01 beziehungsweise 19,61 ± 1,23 mmol gBTM
-1 h-1 und somit eine Erhöhung 

um die Faktoren 3,49 ± 0,43 und 3,69 ± 0,31. Somit führte die Expression von NostocER1-

Varianten mit gestaltetem NADH-Bindeverhalten zu einer Steigerung der maximalen 

zellspezifischen Bildungsrate von DHC bei der Ganzzellbiokatalyse im Satzverfahren. 

 

Abbildung 7.3: Die zellspezifische Bildungsrate von Dihydrocarvon (DHC). Verglichen 

werden die ruhenden Ganzzellbiokatalysatoren mit überexprimierter 

NostocER1 beziehungsweise den drei ausgewählten NostocER1-

Varianten mit neu gestaltetem NADH-Bindeverhalten und coexprimierter 

Formiatdehydrogenase (FDH) zur Cosubstratregeneration. Die 

Messungen wurden im technischen Triplikat in gerührten 

Reaktionsgefäßen mit Rollrand durchgeführt. Reaktionsbedingungen: 

Vges 10 mL, 700 rpm, 300 mM (R)-Carvon, 450 mM Na-Formiat, 3:1 

XAD4 zu Substrat Massenverhältnis, 4,45 - 5,31 g L-1 Biokatalysator-

trockenmasse (BTM)-Konzentration, 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 30 °C, 

pH0 7,0. 
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7.1.3 Geklärte Lysate 

Neben eines Einsatzes der Biokatalysatoren als ruhende ganze Zellen wurde die Biotrans-

formation von (R)-Carvon ebenfalls mit dem geklärten Überstand der aufgeschlossenen 

Zellen durchgeführt. Da durch den Aufschluss die zelleigene Cosubstratkonzentration 

stark vermindert wird und die Reaktionsgeschwindigkeit stark gesenkt werden würde, 

muss diesem Reaktionsansatz externes Cosubstrat von 200 µM NAD+ zugesetzt werden. 

Ansonsten wurden die DHC-Bildungsraten analog zu denjenigen der ganzen Zellen 

bestimmt. Die zugegebene Biomasse wurde auf Basis der Trockenmasse der Zellen vor 

dem Aufschluss bestimmt. Die ermittelten Daten werden in Abbildung 7.4 dargestellt und 

in Tabelle 12.45 aufgelistet. 

 

Abbildung 7.4: Maximale Bildungsrate von Dihydrocarvon (DHC) pro aufgeschlossener 

und geklärter Biokatalysatormasse. Verglichen werden die NostocER1 

und drei ausgewählten NostocER1-Varianten mit gestaltetem NADH-

Bindeverhalten nach der Coexpression mit der Formiatdehydrogenase 

(FDH) zur Cosubstratregeneration. Die Messungen wurden im 

technischen Triplikat in gerührten Reaktionsgefäßen mit Rollrand 

durchgeführt. Reaktionsbedingungen: Vges 10 mL, 700 rpm, 300 mM 

(R)-Carvon, 450 mM Na-Formiat, 200 µM NAD+, 3:1 XAD4 zu Substrat 

Massenverhältnis, 4,45 - 5,31 g L-1 Biokatalysatortrockenmasse (BTM)-

Konzentration, 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 30 °C, pH0 7. 

Es ist zu erkennen, dass alle Biokatalysatoren mit gestalteten NostocER1-Varianten eine 

signifikant höhere DHC-Bildungsrate als der Biokatalysator mit der wildtypischen 

NostocER1 aufwiesen. Eine deutliche Steigerung wurde hierbei erneut durch den 

Loop 1,2a-Hybriden erzielt, der eine Erhöhung um einen Faktor von 4,88 ± 0,24 zum 
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NostocER1-Wildtyp aufwies. Hingegen waren die Steigerungen der zwei weiteren neu 

gestalteten Enreduktasen mit Faktoren von 1,58 ± 0,11 (Loop 1,5) beziehungsweise 

2,20 ± 0,09 (Loop 1,5,2a) geringer als diejenigen der entsprechenden Ganzzellbio-

katalysatoren. Hinzu kommt eine absolute Verringerung der Reaktionsgeschwindigkeit. So 

ist beispielsweise die Rate des geklärten Lysats mit der wildtypischen NostocER1 mit 

0,78 ± 0,02 mmol gBTM
-1 h-1 um einen Faktor von 6,81 ± 0,43 geringer als der entsprech-

ende Ganzzellbiokatalysator, die des L1,2a-Hybriden mit 3,80 ± 0,16 mmol gBTM
-1 h-1 um 

einen Faktor von 4,88 ± 0,53. Somit ergab sich in Bezug auf die spezifische 

Produktbildungsrate durch den Einsatz geklärter Lysate kein Vorteil im Vergleich zu 

Ganzzellbiokatalysatoren. 

7.2 Biokatalysatorproduktion im Rührkesselreaktor 

Nachdem die Geschwindigkeitserhöhung bei der Reduktion von (R)-Carvon der 

bereitgestellten Biokatalysatoren mit neu gestalteten NostocER1-Varianten bestätigt 

werden konnte, sollten diese in einem skalierbaren Bioprozess hergestellt werden. Hierbei 

sollte die Biokatalysatorproduktion unter möglichst vergleichbaren Bedingungen erfolgen, 

um Variationen der Enzymexpressionen als Grund für unterschiedliche Katalysator-

aktivitäten auszuschließen. 

Daher wurden parallele Zulauf-Kultivierungen im parallelen Rührkesselreaktor mit einem 

initialen Volumen von jeweils 0,3 L durchgeführt. Dabei unterteilten sich die Prozesse in 

drei Abschnitte: Eine initiale Satzphase, eine exponentielle Zulaufphase und eine 

abschließende Produktionsphase. Die Satzphase diente zur initialen Biomassebildung bei 

37 °C und ihr Ende wurde durch den Verbrauch der im Medium vorgelegten Glucose 

(1 g L-1) definiert.  

Um einen Überflussmetabolismus der E.coli-Zellen und die damit verbundene 

inhibierende Acetatakkumulation zu verhindern, wird die Wachstumsrate während der 

Biomasseproduktion häufig zwischen 0,1 h-1 und 0,3 h-1 gehalten (Lee 1996). Daher wurde 

die Temperatur auf 30 °C reduziert und eine Wachstumsrate von 0,15 h-1 durch eine 

exponentielle Substratzugabe eingestellt. Während der Produktionsphase wurden 

Temperatur (23 °C) und Wachstumsrate (0,04 h-1) weiter gesenkt. Die Expression der 

Enzyme wurde durch die Zugabe von 0,2 mM IPTG induziert.  

Der Verlauf der Biotrockenmasse (BTM)-Konzentration während der drei Prozess-

abschnitte wird in Abbildung 7.5 dargestellt. Dabei konnte eine vergleichbare Entwicklung 

der BTM-Konzentration in allen vier Kultivierungen beobachtet werden. Lediglich die 

Zellen mit dem Plasmid L1,5,2a-FDH (blau) waren durch einen verblockten Abluftfilter 

zwischen einer Prozesszeit von 12,0 h und 16,5 h einer Sauerstofflimitierung ausgesetzt. 
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In diesem Prozesszeitraum war der realtive Sauerstoffpartialdruck (pO2) geringer als die 

angestrebten 20 % Luftsättigung. Im folgenden Prozessverlauf konnte eine hierdurch 

bedingte verringerte BTM-Konzentration um einen maximalen Faktor von 1,30 ± 0,17 

beobachtet werden. 

 

Abbildung 7.5: Biotrockenmassekonzentrationen (BTM) als Funktion der Prozesszeit 

während der Kultivierung von E. coli BL21(DE3)-Zellen mit den pET28a-

Plasmiden Nos-FDH (weiß), L1,2a-FDH (grün), L1,5-FDH (rot) und 

L1,5,2a-FDH (blau) für die Coexpression der NostocER1(-Varianten) 

und FDH im Rührkesselreaktor. Die unterbrochenen vertikalen Linien 

markieren das Ende beziehungsweise den Beginn der 

Prozessabschnitte Satzphase (I), exponentiellen Zulaufphase (II) und 

exponentiellen Produktionsphase (III). Kultivierungsbedingungen: 

cx,0 = 0,21 - 0,18 g L-1, VR,0 = 0,3 L, pO2,min = 20 % Luftsättigung, 

P/Vmax = 22,6 W L-1, pH 7. 

Ein zusätzliches Maß für die Vergleichbarkeit der Bioprozesse liefern die ermittelten 

Wachstumsraten der Zulauf- und Produktionsphase der vier Kultivierungen (Tabelle 7.1). 

Diese schwankten im Falle der Zulaufphase zwischen 0,155 ± 0,006 h-1 (L1,2a-FDH) und 

0,139 ± 0,012 h-1 (L1,5,2a-FDH) und zeigen somit weder einen signifikanten Unterschied 

zueinander noch zur eingestellten Wachstumsrate von 0,15 h-1. Ähnliches gilt für die 

Wachstumsraten in der Produktionsphase, welche sich bei allen Kultivierungen in einem 

sehr engen Bereich zwischen 0,038 ± 0,001 h-1 und 0,035 ± 0,001 h-1 befanden und somit 

nur marginal unter dem eingestellten Wert von 0,04 h-1 lagen. 
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Tabelle 7.1: Wachstumsrate (µ) der exponentiellen Zulaufphase und Produktions-

phase sowie finale Biotrockenmasse (BTM)-Konzentration der vier 

parallel im Rührkesselreaktor kultivierten Escherichia coli-Stämme. 

 

Dementsprechend wurde eine nicht signifikant unterschiedliche finale BTM-Konzentration 

zwischen 57,1 ± 2,0 g L-1 und 53,5 ± 1,6 g L-1 bei den Kultivierungen der E. coli-Zellen mit 

den Konstrukten Nos-FDH, L1,2a-FDH und L1,5-FDH gemessen. Eine signifikant 

geringere Konzentration wurde lediglich bei der Kultivierung des L1,5,2a-FDH-Konstrukts 

bestimmt (Tabelle 7.1). Das ist höchstwahrscheinlich auf die Störung des Sauerstoff-

eintrags zwischen einer Prozesszeit von 12,0 h und 16,5 h und der dadurch bedingt 

verringerten Wachstumsrate während der exponentiellen Zulaufphase zurückzuführen. 

Ein zusätzlicher Vergleich der Zulaufkultivierungen wurde durch die Messung der 

enzymatischen Aktivität der in den Zellen enthaltenen Enzyme erhalten. Hierzu wurden 

die Zellen aufgeschlossen und die geklärten Überstände hinsichtlich ihrer ER- und FDH-

Aktivität photometrisch untersucht. Die während der Produktionsphase bestimmte 

Entwicklung der biotrockenmassebezogenen Aktivitäten der verschiedenen Enreduktasen 

wird in Abbildung 7.6, A dargestellt. Dabei ist nach der Induktion der E. coli-Zellen ein 

deutlicher Anstieg der ER-Aktivität in allen Zulaufprozessen zu erkennen. Mit erneuter 

Ausnahme des L1,5,2a-FDH-Konstrukts, nehmen die Aktivitäten bis zu einer Prozesszeit 

von 46,5 h zu. Anschließend ist im Falle des L1,2a-FDH beziehungsweise L1,5-Konstrukts 

keine weitere signifikante Aktivitätszunahme zu beobachten, im Falle des Nos-FDH-

Konstrukts eine leichte Aktivitätsabnahme. Einen deutlich anderen Verlauf zeigt die 

Aktivität des L1,5,2a-Hybrids. Diese steigt bis zu einer Prozesszeit von 43,7 h auf die 

höchstgemessene BTM bezogene Aktivität von 262,8 ± 0,4 U gBTM
-1 an und fällt 

anschließend auf 170,4 ± 5,5 U gBTM
-1 ab. Somit war bei diesem Konstrukt in weniger als 

3 h Prozesszeit eine Abnahme der ER-Aktivität um 37 % zu beobachten. 
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Abbildung 7.6: A Enreduktase (ER)-Aktivität pro Biotrockenmasse über die Prozesszeit 

der NostocER1 (weiß) und der NostocER1-Hybride Loop 1,2a (grün), 

Loop 1,5 (rot) und Loop 1,5,2a (blau) im Rührkesselreaktor. Die 

unterbrochene vertikale Linie markiert das Ende der exponentiellen 

Zulaufphase (II) und den Beginn der Produktionsphase (III). B Die auf 

die entsprechende isolierte NostocER1(-Variante) normierte ER-

Aktivität. Diese wurde durch Division der nach 48 h Prozesszeit 

gemessener ER-Aktivität und isolierter ER-Aktivität ermittelt. Die Enzym-

aktivitäten wurden in den geklärten Überständen nach dem Zellauf-

schluss bestimmt. Eine detaillierte Auflistung findet sich in Tabelle 12.46 

wieder. Assay-Bedingungen: 500 µM NADH, 10 mM Maleimid, 0,1 M 

Na-Phosphatpuffer, pH 7, 30 °C. 

Da die exprimierte NostocER1 und die ausgewählten Varianten stark unterschiedliche 

Aktivitäten mit NADH aufweisen, mussten die BTM-bezogenen Aktivitäten am Ende des 

Bioprozesses normiert werden, um einen direkten Vergleich zu ermöglichen. Hierzu wurde 

die BTM-bezogenen ER-Aktivität durch die Aktivität des entsprechenden isolierten 

Enzyms geteilt. Dadurch konnten normierte ER-Aktivitäten bestimmt werden, die einen 

direkten Vergleich der zellinternen ER-Aktivität zulassen (Abbildung 7.6, B und Tabelle 

12.46). Dabei ist zu erkennen, dass sich die normierten Aktivitäten der wildtypischen 

NostocER1 und der Loop 1,5- beziehungsweise Loop 1,5,2a-Hybriden nicht signifikant 

unterscheiden. Lediglich die Aktivität des Loop 1,2a-Hybriden ist um den Faktor 

1,39 ± 0,16 geringer als diejenige der NostocER1. Es bleibt festzuhalten, dass kein Hybrid 

die Proteinmenge der wildtypischen NostocER1 signifikant übersteigt. Demnach kann 



126 7 Biotransformation mit neu gestalteten NostocER1 

dieser Punkt als Ursache für eine schnellere Bioreduktion von (R)-Carvon ausgeschlossen 

werden.  

Die BTM bezogenen FDH-Aktivitäten als Funktion der Prozesszeit während der 

Produktionsphase wird in Abbildung 7.7, A illustriert. Es konnte ein zu den ER 

vergleichbarer Verlauf identifiziert werden. Mit Ausnahme der FDH des L1,5,2a-FDH-

Konstrukts ist bei den Kultivierungen bis zu einer Prozesszeit von 45,5 h ein deutlicher 

Anstieg der FDH-Aktivität zu beobachten. Danach folgt wieder eine nicht signifikante 

Änderung der Aktivität (L1,2a-FDH) oder ein leichter Rückgang der Aktivität (Nos-FDH und 

L1,5-FDH). Parallel zu der entsprechenden ER-Aktivität steigt die FDH-Aktivität des 

L1,5,2a-FDH-Konstrukts nach 43,7 h Prozesszeit auf ein Maximum von 

25,1 ± 0,8 U gBTM
-1 an und fällt anschließend auf eine BTM bezogene Aktivität von 

12,2 ± 0,7 U gBTM
-1 ab. Somit ist der Aktivitätsrückgang mit einem Faktor von 2,07 ± 0,14 

noch größer als derjenige der entsprechenden Loop 1,5,2a-Variante der NostocER1. 

 

Abbildung 7.7: A Formiatdehydrogenase (FDH)-Aktivität pro Biotrockenmasse über die 

Prozesszeit der Nos-FDH (weiß), L1,2a-FDH (grün), L1,5-FDH (rot) und 

der L1,5,2a-FDH (blau) im Rührkesselreaktor. Die unterbrochene 

vertikale Linie markiert das Ende der exponentiellen Zulaufphase (II) und 

den Beginn der Produktionsphase (III). B Die nach der Zellernte 

gemessenen finale FDH-Aktivität relativ zur Aktivität der FDH des Nos-

FDH-Konstrukts. Die Enzymaktivitäten wurden in den geklärten Über-

ständen nach dem Zellaufschluss bestimmt. Assay-Bedingungen: 

500 µM NAD+, 250 mM Na Formiat, 0,1 M Na-Phosphatpuffer, pH 7, 

30 °C. 
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In den vier verwendeten Konstrukten für die Coexpression von ER und FDH war das Gen 

der FDH identisch. Somit wurden viermal das gleiche Enzym bereitgestellt, was einen 

direkten Vergleich der BTM bezogenen FDH-Aktivitäten ermöglicht. Da wie im Falle der 

ER-Aktivitäten für einen Vergleich der Katalysatoraktivitäten die Aktivität der FDH des 

Nos-FDH-Konstrukts nicht signifikant überschritten werden sollte, wurden die zu diesem 

Konstrukt relativen Werte am Ende des Bioprozesses bestimmt (Abbildung 7.7, B). Dieser 

Vergleich zeigte, dass lediglich das L1,2a-FDH-Konstrukt eine nicht signifikant 

unterschiedliche Aktivität aufweist. Die beiden weiteren Konstrukte resultierten in einer um 

die Faktoren 1,26 ± 0,08 (L1,5-FDH) beziehungsweise 1,12 ± 0,07 (L1,5,2a-FDH) 

gesenkten finalen Aktivität. Somit kann auch auf Seiten der FDH eine stark 

unterschiedliche FDH-Aktivität als Ursache für eine unterschiedliche Geschwindigkeit bei 

einer Bioreduktion von (R)-Carvon ausgeschlossen werden. 

7.3 Biotransformation von (R)-Carvon in 15 mL-Reak-

tionsgefäßen 

In einem nächsten Schritt wurden die im Rührkesselreaktor bereitgestellten Biokatalysa-

toren als ganze Zellen für die Umsetzung von (R)-Carvon eingesetzt. Hierbei sollte die 

technische Replizierbarkeit des angewendeten Reaktionssystems aus ruhenden 

Ganzzellbiokatalysatoren, Adsorberharz XAD4, dem Substrat (R)-Carvon und dem Co-

edukt Na-Formiat überprüft werden. Aus diesem Grund wurden Biotransformationen in 

technischen Triplikaten in gerührten Reaktionsgefäßen mit Rollrand und einem Maßstab 

von 15 mL durchgeführt. Dabei wurden die gleichen Prozessbedingungen wie bei der 

Biotransformation der in Schüttelkolben bereitgestellten Ganzzellbiokatalysatoren 

angewendet (Kapitel 7.1.2), mit der Ausnahme der Molarität des Na-Phosphatpuffers. 

Dieser wurde von 0,1 M auf 0,3 M gesteigert um die Stabilität der Ganzzell-

biokatalysatoren zu erhöhen und im Gegensatz zu dieser ersten durchgeführten 

Biotransformation einen vollständigen Substratumsatz zu gewährleisten (Daten nicht 

gezeigt). 

Die Entwicklung der Dihydrocarvon (DHC)-Konzentration über die Zeit ist für die 

technischen Triplikate der Ganzzellbiokatalysatoren mit der wildtypischen NostocER1 und 

den drei Loop-modulierten NostocER1-Varianten in Abbildung 7.8 zu sehen. Dabei konnte 

festgestellt werden, dass alle Ansätze mit ER, die ein neu gestaltetes NADH-Binde-

verhalten besitzen, nach 6 h eine DHC-Konzentration von mehr als 270 mM und somit 

mehr als 90 % Umsatz aufweisen (Abbildung 7.8, B, C, D). Die drei Ansätze, welche die 

Zellen mit der wildtypischen NostocER1 enthalten, zeigten eine deutlich langsamere 

Änderung der DHC-Konzentration über die Zeit (Abbildung 7.8, A). Dieser Biokatalysator 
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wies nach 6 h lediglich eine DHC-Konzentration zwischen 118,1 mM und 150,4 mM auf, 

was einem Umsatz zwischen 39,4 % und 50,1 % entspricht. Dieser Unterschied konnte 

ebenfalls bei der Betrachtung der mittleren auf die Biokatalysatormenge bezogenen DHC-

Bildungsraten beobachtet werden (Tabelle 7.2). Diese waren mit Werten zwischen 

2,24 ± 0,22 mmol gBTM
-1 h-1 (L1,2a-FDH) und 1,40 ± 0,15 mmol gBTM

-1 h-1 (L1,5-FDH) 

deutlich über der entsprechenden Rate der Nos-FDH mit 0,58 ± 0,07 mmol gBTM
-1 h-1. 

 

Abbildung 7.8: Zeitlicher Verlauf der Dihydrocarvon (DHC)-Konzentrationen bei Bio-

transformationen im Satzverfahren mit E. coli BL21 (DE3)-Zellen nach 

der Expression von Nos-FDH (weiß, A), L1,2a-FDH (grün, B), L1,5-FDH 

(rot, C) und der L1,5,2a-FDH (blau, D). Die dargestellten technischen 

Triplikate wurden in gerührten Reaktionsgefäßen mit Rollrand durch-

geführt. Reaktionsbedingungen: Vges 15 mL, 700 rpm, 300 mM (R)-

Carvon, 450 mM Na-Formiat, 3:1 XAD4 zu Substrat Massenverhältnis, 

39,60 - 51,29 g L-1 Biokatalysatortrockenmassekonzentration (cx), 0,3 M 

Na-Phosphatpuffer, 30 °C, pH 7,0. Die Zellen wurden bei -60 °C in 

12,5 % (w/v) Glycerin gelagert und vor der Biotransformation auf Eis 

aufgetaut und mit 30 mL 0,3 M Na-Phosphatpuffer gewaschen. 
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Um ein Maß für die technische Reproduzierbarkeit der vier Ganzzellbiotransformationen 

zu gewinnen, wurden zusätzlich die DHC-Bildungsraten der drei Replikate miteinander 

verglichen (Tabelle 7.2). Dabei konnte festgestellt werden, dass sich die Produkt-

bildungsraten von mindestens zwei der drei Ansätze des Triplikats nicht signifikant 

voneinander unterscheiden. Die größte Abweichung des dritten Ansatzes war bei den 

Biokatalysatoren mit dem Nos-FDH-Konstrukt zu beobachten. Dieser wies mit 

0,67 ± 0,01 mmol gBTM
-1 h-1 die maximal gemessene faktorielle Abweichung von 

1,29 ± 0,10 zu den anderen beiden technischen Replikaten auf. Somit konnte die 

technische Reproduzierbarkeit der Biotransformationen mit im Rührkesselreaktor 

bereitgestellten Biokatalysatoren im 15 mL-Maßstab gezeigt werden. 

Tabelle 7.2: Dihydrocarvon (DHC)-Bildungsraten pro Biokatalysatortrockenmasse 

(BTM) und Zeit der vier bereitgestellten Konstrukte. Aufgelistet werden 

jeweils die technischen Replikate sowie der Mittelwert. 

 

7.4 Biotransformation von (R)-Carvon im Rührkessel-

reaktor 

Abschließend sollte die Biotransformation von (R)-Carvon unter kontrollierten Reaktions-

bediungungen durchgeführt werden, da nur dann eine Maßstabsvergrößerung der 

Reaktion sinnvoll möglich ist. Aus diesem Grund wurden Reduktionen dieses Substrats im 

0,7 L-Maßstab im Satzverfahren unter Kontrolle des spezifischen Leistungseintrags, der 

Temperatur und des pH untersucht. Die DHC-Konzentrationen unter Verwendung der vier 

im Rührkesselreaktor bereitgestellten Ganzzellbiokatalysatoren werden in Abbildung 7.9 

dargestellt. Dabei ist zu erkennen, dass alle Biokatalysatoren mit ER-Mutanten eine zu 

den Zellen mit wildtypischer NostocER1 erhöhte Produktbildungsrate aufwiesen. So war 

die DHC-Konzentration nach 4 h Prozesszeit durch die Anwendung des Biokatalysators 
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mit dem L1,2a-FDH-Konstrukt bereits bei 290,3 ± 0,2 mM, was einem Umsatz von über 

95 % entspricht. Die Anwendung der beiden anderen Biokatalysatoren mit neu gestalteten 

ER resultierte in Produktkonzentrationen von 214,8 ± 0,2 mM (L1,5-FDH) beziehungs-

weise 222,4 ± 0,2 mM (L1,5,2a-FDH) zum entsprechenden Zeitpunkt, welche ebenfalls 

signifikant höher waren als die Konzentration des Katalysators mit wildtypischen Enzymen 

(175,2 ± 1,1 mM). 

 

Abbildung 7.9: Dihydrocarvon (DHC)-Konzentrationen als Funktion der Prozesszeit bei 

Biotransformationen mit E. coli BL21 (DE3)-Zellen nach der Expression 

von Nos-FDH (weiß), L1,2a-FDH (grün), L1,5-FDH (rot) und der L1,5,2a-

FDH (blau) im Rührkesselreaktor im Satzverfahren. Reaktions-

bedingungen: Vges 0,7 L, P/V 6,1 W L-1, 300 mM (R)-Carvon, 450 mM 

Na-Formiat, 100 µM NAD+, 3:1 XAD4 zu Substrat Massenverhältnis, 

30,45 - 33,72 g L-1 Biokatalysatortrockenmassekonzentration, 0,3 M Na-

Phosphatpuffer, 30 °C, pH 7. 

Dieses Bild spiegelt sich gleichermaßen in den massebezogenen DHC-Bildungsraten der 

verschiedenen Biokatalysatoren wider (Abbildung 7.10). Alle E. coli-Zellen mit 

Enreduktasen mit neu gestalteten NADH-Aktivitäten zeigen eine signifikant höhere 

Produktbildungsrate als der Ganzzellbiokatalysator mit der wildtypischen NostocER1. Wie 

sich schon am Verlauf der DHC-Konzentrationen abzeichnete, wurde die höchste Rate 

durch den Einsatz des L1,2a-FDH-Konstrukts mit einem Wert von 

2,84 ± 0,08 mmol gBTM
-1 h-1 erzielt. Die Rate dieses Biokatalysators war somit um einen 

Faktor von 2,14 ± 0,08 höher als die entsprechende Rate des Biokatalysators mit 

unveränderter NostocER1 (1,33 ± 0,03 mmol gBTM
-1 h-1). Mit Raten von 1,78 ± 0,09 und 

2,29 ± 0,16 mmol gBTM
-1 h-1 besaßen die E. coli-Zellen mit den Konstrukten L1,5-FDH 
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beziehungsweise L1,5,2a-FDH ebenfalls signifikant höhere Raten als die Zellen mit dem 

Nos-FDH Plasmid. 

 

Abbildung 7.10: Maximale Bildungsrate von Dihydrocarvon (DHC) pro eingesetzter 

E. coli BL21 (DE3)-Ganzzell-Biokatalysatormasse. Verglichen werden 

die NostocER1 und drei NostocER1-Varianten mit neu gestaltetem 

NADH-Bindeverhalten nach der Coexpression mit der Formiatdehydro-

genase (FDH) im Rührkesselreaktor. Reaktionsbedingungen: Vges 0,7 L, 

P/V 6,1 W L-1, 300 mM (R)-Carvon, 450 mM Na-Formiat, 100 µM NAD+, 

3:1 XAD4 zu Substrat Massenverhältnis, 30,45 - 33,72 g L-1 Biokataly-

satortrockenmassekonzentration, 0,3 M Na-Phosphatpuffer, 30 °C, 

pH 7. 

Ein zusätzlicher Vergleich der Biotransformationen von (R)-Carvon im Satzverfahren 

ergibt sich durch eine Auflistung der Prozesszeiten bei denen erstmals ein Umsatz ≥ 96 % 

ermittelt wurde, sowie die zu diesem Zeitpunkt resultierende Raum-Zeit Ausbeute und der 

bestimmte Diastereomerenüberschuss (de) von (2R,5R)-Dihydrocarvon zu (2S,5R)-

Dihydrocarvon (Tabelle 7.3). Entsprechend ihrer höheren Produktbildungsrate wurde ein 

fast vollständiger Umsatz von ≥ 96 % durch die E. coli-Zellen mit dem L1,2a-FDH-

Konstrukt nach der geringsten Prozesszeit von 5 h erreicht. Alle anderen Biokatalysatoren 

benötigten hingegen eine Prozesszeit von 8 h. Dementsprechend ist die Raum-Zeit 

Ausbeute des L1,2a-FDH-Konstukts mit 57,4 ± 0,1 mmol L-1 h-1 um einen Faktor von 

mindestent 1,61 ± 0,01 höher als diejenigen der anderen Biokatalysatoren. Diese 

befanden sich in einem engen Bereich zwischen 35,7 ± 0,1 mmol L-1 h-1 (Nos-FDH) und 

35,1 ± 0,1 mmol L-1 h-1 (L1,5-FDH). Des weiteren weisen alle Biokatalysatoren eine 

ähnliche Stereospezifität auf, was sich durch vergleichbare de äußert. Die E. coli-Zellen 

mit den wildtypischen Enzymen sowie diejenigen mit dem L1,2a-FDH-Konstrukt weisen 
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mit je 95,4 ± 0,1 % den höchsten de auf. Die Diastereomerenüberschüsse der weiteren 

Biokatalysatoren sind mit 94,3 ± 0,1 % (L1,5,2a-FDH) beziehungsweise 93,6 ± 0,1 % 

(L1,5-FDH) leicht geringer. 

Tabelle 7.3: Auflistung der Zeit die zur Erreichung von ≥ 96 % Umsatz bei 

Biotransformationen mit E. coli BL21 (DE3)-Zellen nach der Expression 

von Nos-FDH (weiß), L1,2a-FDH (grün), L1,5-FDH (rot) und der 

L1,5,2a-FDH (blau) im Rührkesselreaktor im Satzverfahren benötigt 

wurde. Zusätzlich ist die Raum-Zeit Ausbeute und der Diastereomeren-

überschuss von (2R,5R)-Dihydrocarvon zu diesem Zeitpunkt auf-

geführt. 

 

7.5 Diskussion 

Im Rahmen dieses Kapitels konnte die Relevanz der Neugestaltung des NADH-

Bindeverhaltens für die Enreduktase NostocER1 veranschaulicht werden. So konnte 

durch die biokatalysierte Reduktion von (R)-Carvon gezeigt werden, dass eine 

Veränderung der NostocER1 die Produktbildung signifikant erhöht. Dies konnte sowohl im 

10 mL und 15 mL-Maßstab als auch für einen skalierbaren Satzprozess mit kontrolliertem 

spezifischen Leistungseintrag und pH sowie geregelter Temperatur in einem Volumen von 

0,7 L im Rührkesselreaktor bestätigt werden. 

Ein Vergleich des Einsatzes der Biokatalysatoren als ganze Zellen und geklärte Lysate 

ergab eine deutlich höhere Produktbildungsrate der Ganzzellbiokatalysatoren, die um 

einen Faktor zwischen 15,90 ± 1,39 (L1,5-FDH) und 4,87 ± 0,52 (L1,2a-FDH) höher war. 

Eine mögliche Erklärung könnte in den unterschiedlichen NAD(H) Konzentrationen der 

beiden Reaktionsansätze zu finden sein. Im Rahmen der geklärten Lysate wurden 0,2 mM 

des Cosubstrats zugegeben. Diese Konzentration ist deutlich niedriger als die 

Konzentration des Cosubstrats im Zellinneren von E. coli, welche auf 2,6 mM quantifiziert 

wurde (Bennett et al. 2009). Hierdurch könnte sowohl eine geringere Geschwindigkeit der 
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FDH-katalysierten NAD+-Regeneration, als auch eine Senkung der reduktiven 

Halbreaktion der NostocER1(-Varianten) verursacht werden. Des Weiteren könnte eine 

direkte Interaktion zwischen Protein und Adsorberharz einen negativen Einfluss auf die 

Aktivität der Proteine haben, welcher durch die schützende Zellhülle der ganzen Zellen 

verhindert wird. Außerdem könnte ein unvollständiger Zellaufschluss zu geringeren finalen 

Aktivitäten geführt haben. Ein zusätzlicher Unterschied zeigte sich bei einem Vergleich 

der drei Biokatalysatoren mit neu gestalteten Enreduktasen gegenüber dem 

entsprechenden Katalysator mit der wildtypischen NostocER1. Die drei ‚neu gestalteten‘ 

Ganzzellbiokatalysatoren besitzen eine zum Wildtyp ähnliche Steigerung zwischen einem 

Faktor von 3,69 ± 0,31 und 2,84 ± 0,31. Im Falle der geklärten Lysate wurden hierbei 

weitaus deutlichere Unterschiede festgestellt. So war sowohl eine höhere faktorielle 

Steigerung der DHC-Bildungsrate von 4,88 ± 0,24 (L1,2a-FDH), als auch eine geringere 

von 1,58 ± 0,11 (L1,5-FDH) beziehungsweise 2,20 ± 0,09 (L1,2a,5-FDH), verglichen zur 

wildtypischen Nos-FDH zu beobachten. Da ein relativer Abfall bei den zwei Ansätzen mit 

einer Loop 5-veränderten NostocER1 zu beobachten war, könnte der Grund in dieser 

Loop-Region zu finden sein. Eine verringerte Stabilität gegenüber den vorherrschenden 

Aufschlussbedingungen oder gegenüber proteolytischen Abbaus könnten als mögliche 

Gründe angeführt werden. Des Weiteren brachte der Loop 5-Austausch die NostocER1-

Mutationen S233L, R240V und S242A mit sich. Demnach wurde dieser Loop apolarer, 

was eine selektiv geänderte Interaktion mit dem unpolaren XAD4-Harz mit sich bringen 

könnte. 

Die Bereitstellung der Biokatalysatoren im Rührkesselreaktor wurde analog zu einem in 

der Literatur beschriebenen Prozesses durchgeführt, mit dem vergleichbare katalytisch 

aktive E. coli-Zellen hergestellt wurden (Castiglione et al. 2017). Durch die parallele 

Kultivierung war es möglich, eine finale BTM zwischen 32,01 ± 1,10 und 28,35 ± 0,88 g zu 

erzeugen. Obwohl die Biomasse in den Reaktoren bis zum Prozessende anstieg, wurde 

eine Stagnation oder ein Abfall der Enzymaktivitäten der in den bakteriellen Zellen 

befindlichen ER und FDH beobachtet. Die Limitierung einer Medienkomponente könnte 

hierfür der Grund sein. Das verwendete Zulaufmedium enthielt lediglich Glucose und 

Diammoniumhydrogenphosphat und keine Mg-Sulfat- und Spurenelementlösung, wie 

vergleichbare Zulaufmedien für die Hochzelldichtekultivierung von E. coli (Riesenberg et 

al. 1991, Wilms et al. 2001). Diese Komponenten wurden zwar durch Einmalzugaben den 

Kultivierungen zugeführt (siehe Kapitel 4.3.5), ihre Konzentration schwanke jedoch 

dementsprechend während des Bioprozesses und eine Limitierung kann nicht 

ausgeschlossen werden. Zusätzlich war, bedingt durch das geringe initiale 

Medienvolumen von 0,3 L der parallelen Rührkesselreaktoren und der durch die 

Zulaufpumpe bedingte minimale Zulaufstrom, am Ende des Prozesses ein hoher 
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Zulaufmediumanteil von über 46 % des Gesamtvolumens präsent. Die dadurch bedingte 

Verdünnung der Bestandteile des Satzmediums könnte ebenfalls zu einer Limitierung 

geführt haben. Hierbei sind in erster Linie Natrium, Kalium, Citrat, Thiamin zu nennen. Ein 

besonders starker Abfall der Enzymaktivität von ER und FDH wurde während der 

Kultivierung des L1,5,2a-FDH-Konstrukts beobachtet. Hier wurde die maximal gemessene 

Aktivität, im Gegensatz zu den anderen Konstrukten, bereits nach 43,7 h Prozesszeit 

ermittelt. Anschließend wurde bis zum Prozessende ein drastischer Abfall der ER-Aktivität 

um einen Faktor von 1,54 ± 0,05 und der FDH-Aktivität um einen Faktor von 2,07 ± 0,14 

beobachtet. Da die E. coli-Zellen dieser Kultivierung während der Biomassebildung einer 

4,5 h andauernden Sauerstofflimitierung (pO2 < 20 % Luftsättigung) ausgesetzt waren, ist 

eine zu den anderen Kultivierungen zeitlich versetzter und stärker ausgeprägter Einfluss 

während der Proteinproduktionsphase erklärbar.  

Nichtsdestotrotz konnten die im Rührkesselreaktor bereitgestellten Biokatalysatoren für 

eine erfolgreiche Bioreduktion von (R)-Carvon angewendet werden. Durch die Biotrans-

formationen im 15 mL Maßstab konnte die technische reproduzierbare Anwendung der 

Biokatalysatoren bestätigt werden. Diese Biotransformationen resultierten, mit Ausnahme 

der Zellen mit dem Nos-FDH-Konstrukt, in vergleichbaren DHC-Bildungsraten zu den im 

Rührkesselreaktor durchgeführten Biotransformationen. Es war bei der Verwendung aller 

Zelltypen lediglich eine leichte Senkung der Rate zu beobachten. Die Nos-FDH-Zellen 

wiesen hingegen eine deutlich gesenkte Rate auf. Diese war um einen Faktor von 

2,29 ± 0,28 im Vergleich zum Rührkesselreaktor (0,7 L) verringert. Der Aktivitäts-

unterschied könnte durch die Lagerung der Zellen bedingt sein. Die E. coli-Zellen, die für 

die Biotransformation im Rührkesselreaktor herangezogen wurden, verweilten für weniger 

als 24 h im Reaktionsmedium bei 4 °C. Diejenigen, die im 15 mL-Maßstab verwendet 

wurden, wurden hingegen mit 12,5 % (w/v) Glycerol gemischt und bei -60 °C für mehr als 

drei Monate gelagert. Die mit dieser Lagerung verbundenen Einfrier-, Auftau- und 

Waschschritte führen zu einer zusätzlichen Belastung der Zellen, wodurch geringere 

absolute Aktivitäten und geänderte Aktivitätsverhältnisse erklärt werden könnten. Die 

Lagerung der Zellen des Nos-FDH-Konstrukts bei -60 °C scheint dabei einen stärkeren 

negativen Effekt auf die Aktivität des Biokatalysators gehabt zu haben. Hierfür könnten 

Temperaturgradienten innerhalb des Gefrierschrankes, inhomogene Verteilung des 

Glycerols innerhalb des Lagergefäßes oder eine geringere Lagerstabilität des NostocER1-

Wildtyps verantwortlich sein. 

Zusätzlich zeigten die im Rührkesselreaktor bereitgestellten Zellen eine deutlich geringere 

absolute DHC-Bildungsrate als diejenigen die in Schüttelkolben bereitgestellt wurden. 

Eine Bereitstellung unter kontrollierten Bedingungen (Rührkesselreaktor) sollte im 

Vergleich zur Bereitstellung unter unkontrollierten Bedingungen (Schüttelkolben) 
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eigentlich in einem Vorteil resultieren. Offensichtlichster Unterschied beider Expressions-

arten war das Kultivierungsmedium. In den Rührkesselreaktoren wurde ein Minimal-

medium nach Wilms et al. (2001) angewendet, in den Schüttelkolben komplexes TB-

Medium. Das Vorhandensein essentieller im Komplexmedium vorhandener Komponenten 

für die Expression der Enzyme könnte dieses Resultat herbeigeführt haben. Im Falle der 

ER könnten das beispielsweise Intermediate der Biosynthese der prosthetischen Gruppe 

Flavinmononukleotid (FMN) sein. 

Tabelle 7.4: Auflistung der Dihydrocarvon (DHC)-Bildungsraten bei Satzprozessen 

der in dieser Arbeit bereitgestellten E. coli-Ganzzellbiokatalysatoren im 

0,7 L-Maßstab. Zusätzlich werden die entsprechenden Raten aus 

Castiglione et al. (2017) im 0,2 L- und 1,0 L-Maßstab aufgeführt.  

 

Abschließend sollen die NostocER1-Ganzzellbiokatalysatoren mit denjenigen der Literatur 

verglichen werden (Castiglione et al. 2017). In dieser vorangegangenen Arbeit wurde die 

N-terminal um 37 Aminosäuren längere NostocER1 in Kombination mit einer für die Re-

duktion von NADP+ nach Hoelsch et al. (2013) gestalteten Formiatdehydrogenase 

(FDH3M) bereitgestellt. Vergleicht man die DHC-Bildungsraten der Nos-FDH-E. coli-Zellen 

dieser Arbeit mit denjenigen der Literatur ist kein signifikanter Unterschied zu erkennen 

(Tabelle 7.4). Die im Rahmen dieser Arbeit erzielte Bildungsrate des Ganzzellbiokatalysa-

tors mit den wildtypischen Enzymen befand sich mit 1,33 ± 0,03 mmol gBTM
-1 h-1 zwischen 

den in der Literatur bestimmten Raten. Diese waren im 0,2 L-Maßstab 

1,39 ± 0,06 mmol gBTM
-1 h-1 und im 1,0 L-Maßstab 1,25 ± 0,05 mmol gBTM

-1 h-1. Da die 

Anwendung aller untersuchten NostocER1-Varianten mit einem neu gestalteten NADH-
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Bindeverhalten eine signifikant gesteigerte Produktbildungsrate im Vergleich zur wild-

typischen NostocER1 ermöglichte, wurde dadurch ebenfalls die Bildungsrate der 

literaturbekannten Ganzzellbiokatalysatoren übertroffen. 

Eine schematische Übersicht des Prozesses zur Umsetzung von (R)-Carvon wird 

abschließend in Abbildung 7.11 dargestellt. Nach einer Equilibrierung des Substrats (R)-

Carvon und dem Adsorberharz XAD4 wird die Biotransformation im Satzprozess durch die 

Zugabe von Puffer und Biokatalysator gestartet. Nach der Biotransformation kann das 

Harz mit dem adsorbierten Produkt Dihydrocarvon (DHC) durch Filtration von Abwasser 

und Biokatalysator getrennt werden. Durch die Zugabe des Extraktionsmittels Ethylacetat 

(EtOAc) kann das DHC vom Asdorberharz getrennt werden. Das Harz kann anschließend 

für eine erneute Equilibrierung bereitgestellt werden. Durch Verdampfung kann das 

Produkt Dihydrocarvon isoliert werden. Das Extraktionsmittel Ethylacetat kann 

anschließend ebenfalls rezykliert werden. 

 

Abbildung 7.11: Prozessschema der Biotransformation von (R)-Carvon zu Dihydro-

carvon (DHC). Dargestellt werden die Prozessschritte   Equilibrierung, 

Biotransformation, Filtration und Extraktion, sowie die Verdampfung zur  

Trennung von DHC und dem Extraktionsmittel Ethylacetat (EtOAc).   
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8 Zusammenfassung 

Chirale Feinchemikalien sind wichtige Bausteine für die Synthese bioaktiver Substanzen 

wie beispielsweise Pharmazeutika, Lebensmittelzusatzstoffe, Futtermittel und Agro-

chemikalien. Die asymmetrische Reduktion von Kohlenstoffdoppelbindungen stellt eine 

der am häufigsten angewendeten Strategien dar, chirale Moleküle zugänglich zu machen 

(Stuermer et al. 2007). Insbesondere die von Enreduktasen (ER) katalysierte anti-

Hydrierung ist von großem wirtschaftlichen Interesse, da sie mit klassischen chemischen 

Synthesewegen nur schwer umsetzbar ist (Toogood et al. 2010).  

Obwohl einige ER teilweise eine Vielzahl wünschenswerter Eigenschaften, wie 

beispielsweise ein breites Substratspektrum und eine hohe Regio-, Stereo- und Enantio-

selektivität besitzen, hält sich ihre industrielle Verbreitung in Grenzen. Ein Hauptgrund 

hierfür ist in der Cosubstratpräferenz der ER zu finden. ER benötigen für die Reduktion 

das Cosubstrat Nicotinamidadenindinukleotid(phosphat) (NAD(P)H). Die überwiegende 

Mehrheit der ER bevorzugt dabei NADPH über das weniger kostenintensive und stabilere 

und daher industriell bevorzugte NADH als Cosubstrat (Wu et al. 1986, You et al. 2017). 

Aus diesem Grund sollte im Rahmen dieser Arbeit Einfluss auf das NADH-Bindeverhalten 

von ER genommen werden. Anschließend sollten die neu gestalteten ER im Rahmen einer 

skalierbaren Biotransformation für die Herstellung eines chiralen Synthesebausteins 

angewendet werden. 

In einem ersten Schritt wurde daher die für diesen Zweck ausgewählte cyanobakterielle 

Enreduktase 1 aus Nostoc sp. PCC7120 (NostocER1) tiefgreifend charakterisiert. 

Aufbauend auf einer neuen Annotation des Enzyms (WP_044521106), wurde die 

Primärstruktur verglichen zu den in der Literatur bereitgestellten NostocER1-Varianten N-

terminal um 37 Aminosäuren verkürzt (Fu et al. 2013). Hierdurch konnte keine direkte 

Auswirkung auf die Aktivität mit NADH beziehungsweise NADPH der NostocER1 

beobachtet werden. Jedoch zeigte die im Rahmen dieser Arbeit bereitgestellte NostocER1 

eine deutlich gesteigerte Reaktionsgeschwindigkeit mit den beiden Cosubstraten im 

Vergleich zu den in der Literatur angegebenen Werten. So war die ermittelte spezifische 

Aktivität bei einer Cosubstratkonzentration von 500 µM (v500) NADPH mit 

27,39 ± 4,21 U mg-1 um einen Faktor von 2,36 ± 0,45 höher als der entsprechende 

Literaturwert (Fu et al. 2013). Eine noch deutlichere Änderung konnte für v500 mit NADH 

als Cosubstrat festgestellt werden. Die bestimmte Reaktionsgeschwindigkeit von 

5,54 ± 0,24 U mg-1 war um einen Faktor von 3,68 ± 0,19 höher als der entsprechende 

Wert der Literatur. Die gemessene Michaelis-Menten-Konstante (Km) mit NADPH lag bei 

80,2 ± 18,2 µM, diejenige mit NADH bei 1052,8 ± 222,2 μM. Zusätzlich wurde das 



138 8 Zusammenfassung 

Verhältnis aus maximaler Reaktionsgeschwindigkeit und Km, die katalytische Effizienz 

(keff), der NostocER1 für beide Cosubstrate mit 328,3 ± 76,9 s-1 mM-1 (NADPH) und 

14,3 ± 3,5 s-1 mM-1 (NADH) quantifiziert, wodurch die deutliche Präferenz für das phos-

phorylierte Cosubstrat bestätigt werden konnte. 

Die Untersuchungen zur thermischen Stabilität der NostocER1 ergab ein zweiphasiges 

Inaktivierungsverhalten dieses Enzyms. Es konnten mit 1,041 ± 0,098 h-1 und 

0,012 ± 0,001 h-1 zwei Geschwindigkeitskonstanten der Inaktivierung bestimmt werden. 

Untersuchungen der pH-Abhängigkeit der Enzyme in einem Bereich zwischen pH 5,5 und 

8,5 ergaben ein Optimum der Enzymaktivität bei pH 8. 

Aufgrund der beobachteten Diskrepanz zwischen den im Rahmen dieser Arbeit 

gemessenen Aktivitäten der NostocER1 zu denjenigen der Literatur, sollten mögliche 

Ursachen für diese Unterschiede ermittelt werden. Da die rekombinante Expression von 

Reduktasen in E. coli einen entscheidenden Einfluss auf die finale Enzymaktivität hat, 

wurden verschiedene Faktoren dieses Bereitstellungsprozesses betrachtet. Dies waren 

die Temperatur und der Sauerstoffeintrag während der heterologen Expression der 

Enzyme. Eine Änderung des Sauerstoffeintrags führte in diesem Kontext zu keiner 

veränderten NostocER1-Aktivität. Hingegen konnte durch die Variation der 

Expressionstemperatur ein deutlicher Unterschied bei den finalen NostocER1-Aktivitäten 

gemessen werden. So wurde ein Expressionstemperaturbereich zwischen 27,5 °C und 

37 °C identifiziert, der keinen signifikanten Aktivitätsunterschied zwischen den erhaltenen 

Reduktasen ergab. Die Expressionen bei niedrigeren oder höheren Temperaturen führten 

zu einer Senkung der Aktivität um einen Faktor von bis zu 1,84 ± 0,14. Da die im Rahmen 

dieser Arbeit bereitgestellten ER und diejenigen der Literatur jedoch mit der gleichen 

Temperatur von 20 °C bereitgestellt wurden, kann dies als Ursache für die auftretende 

Diskrepanz ausgeschlossen werden. Eine zweifelsfreie Identifikation der Ursache war 

somit nicht möglich. 

Aufbauend auf der Charakterisierung der NostocER1 sollte selektiv Einfluss auf das 

Cosubstrat-Bindeverhalten dieser Reduktase genommen werden. Dabei sollte vorrangig 

die unerwünschte aber ausgeprägte Präferenz für NADPH durch eine Steigerung der 

Enzymaktivität mit NADH verringert werden. Basierend auf einem Homologiemodell 

wurden acht Loop-Regionen, die in Kontakt mit dem gebundenen Cosubstrat der 

NostocER1 stehen könnten, ausgewählt und durch die entsprechenden Regionen zweier 

Donorenzyme ersetzt. Diese Donoren waren zum einen die cyanobakterielle 

Enreduktase 1 aus Acaryochloris marina (AcaryoER1) mit einer sehr hohen Aktivität mit 

NADH und zum anderen das Old Yellow Enzyme 4 aus Achromobacter sp. JA81 

(AchrOYE4) mit einer sehr hohen Affinität zu NADH. Durch die Bereitstellung von 2 x 8  

Hybridproteinen mit ausgetauschten Loop-Regionen konnten bereits fünf NostocER1-
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Varianten erzeugt werden, die eine gewünschte erhöhte Aktivität mit NADH aufwiesen. 

Herausragend war in diesem Kontext der Austausch der Loop-Region 1 durch den 

entsprechenden Bereich des AchrOYE4. Hierdurch konnte die maximale Reaktions-

geschwindigkeit (vmax) mit NADH der NostocER1 um einen Faktor von 1,20 ± 0,15 von 

21,48 ± 2,65 U mg-1 auf 25,72 ± 0,28 U mg-1 gesteigert werden. Hinzu kam eine deutliche 

Senkung des Km um einen Faktor von 5,53 ± 1,24 von 1052,8 ± 222,2 µM auf 

190,2 ± 14,4 µM dieses Hybridenzyms. Des Weiteren ist erwähnenswert, dass die fünf 

identifizierten Hybridenzyme mit einer gesteigerten Aktivität mit NADH in fünf unter-

schiedlichen Loop-Regionen verändert wurden und durch die entsprechenden Bereiche 

beider Donoren ersetzt wurden. Dies ermöglicht nicht nur eine Kombination der 

durchgeführten Modifikationen sondern verifiziert zusätzlich den für dieses Projekt 

gewählten semi-rationalen Enzyme Engineering-Ansatz der Loop-Austausche. Passend 

hierzu wurde eine ‚unerwartete‘ Veränderung einer Loop-Region nahe der Nicotinamid-

Gruppe des Cosubstrats erzielt. Rationale Ansätze zur Beeinflussung des Cosubstrat-

Bindeverhalten beschränken sich häufig auf den Bereich in räumlicher Nähe der 

Adenosin-Gruppe des Cosubstrats, da dessen Ribose den einzigen Unterschied zwischen 

NADPH und NADH mit sich bringt. Demnach hätte durch die Anwendung einer 

rationaleren Strategie die Veränderung dieser Loop-Region leicht verpasst werden 

können. 

Um zu ergründen, ob eine weitergehende Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der 

NostocER1 möglich ist, wurden in einem nächsten Arbeitsabschnitt die fünf ausge-

tauschten Loop-Regionen, welche einen positiven Effekt auf das NADH-Bindeverhalten 

der NostocER1 hervorbrachten, miteinander kombiniert. Hierdurch war es nicht nur 

möglich, die hervorragende NADH-Affinität des AchrOYE4-Donors auf die NostocER1 zu 

übertragen, sondern auch die maximale Reaktionsgeschwindigkeit des AcaryoER1-

Donors zu übertreffen. Durch den kombinierten Austausch der Loop-Regionen 1 und 5 mit 

den entsprechenden Bereichen des AchrOYE4 wurde der Km der NostocER1 um einen 

Faktor von 14,50 ± 4,04 auf 72,6 ± 13,2 µM gesenkt. Somit wurde kein signifikanter 

Unterschied zum Km des AchrOYE4 mit 57,1 ± 17,0 µM detektiert. Durch den kombinierten 

Austausch der Loop-Region 1 durch die des AchrOYE4 und der Region 2a durch diejenige 

der AcaryoER1 wurde die größte im Rahmen dieser Arbeit erzielte Steigerung der 

maximalen Reaktionsgeschwindigkeit erzielt. Diese wurde auf 41,16 ± 0,64 U mg-1 

gesteigert, was einer Erhöhung um einen Faktor von 1,92 ± 0,24 verglichen zur 

NostocER1 entsprach. 
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Abbildung 8.1: Grafische Zusammenfassung der in dieser Arbeit angewendeten 

Strategie des Austauschs von Loop-Regionen zur Veränderung der 

NostocER1. 

Zusätzlich zu der erzielten Änderung der enzymkinetischen Parameter mit NADH konnte 

Einfluss auf das NADPH-Bindeverhalten der NostocER1 genommen werden. Dabei besaß 

die Mehrheit der charakterisierten NostocER1-Varianten eine unveränderte oder nur leicht 

geänderte NADPH-Aktivität. Demnach konnte bei diesen Enzymvarianten durch die 

gesteigerte NADH-Aktivität die Cosubstratpräferenz für NADPH gesenkt werden. Darüber 

hinaus wiesen alle Hybride, die den Loop 5 des AchrOYE4 enthielten, eine drastisch 

gesenkte NADPH-Aktivität auf. So wurde beispielsweise durch den singulären Loop-

Austausch dieses Bereichs der v500 mit NADPH um einen Faktor von 7,73 ± 1,25 von 

27,39 ± 4,21 U mg-1 auf 3,55 ± 0,18 U mg-1 reduziert. Demnach konnte über die Veränder-

ung der Loop 5-Region die Cosubstratpräferenz der NostocER1 von einer Bevorzugung 

von NADPH zu einer NADH-Bevorzugung gedreht werden. Je nach Verwendungszweck 

des Biokatalysators kann eine selektive Verwendung eines oder beider Cosubstrate 

wünschenswert sein (Chánique & Parra 2018). 

Als Bewertungsgrundlage für den Erfolg der Gestaltung des Cosubstrat Bindeverhaltens 

diente die Betrachtung der katalytischen Effizienz (keff) der NostocER1-Varianten mit 

NADH und ihr Vergleich mit der keff mit NADPH der wildtypischen NostocER1. So wurde 

die keff der NostocER1 durch den Austausch der Loop-Regionen 1 und 5 des AchrOYE4 

um einen Faktor von 8,35 ± 2,71 von 14,2 ± 3,5 s-1 mM-1 auf 119,0 ± 25,3 s-1 mM-1 

gesteigert. Ein vergleichbares Ergebnis wurde durch den Austausch mit den Regionen 1 

des AchrOYE4 und 2a der AcaryoER1 erzielt, wodurch eine Steigerung um den Faktor 

9,12 ± 2,28 auf 130,0 ± 6,7 s-1 mM-1 erreicht werden konnte. Ein Vergleich dieser 
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Ergebnisse mit der keff der NostocER1 mit NADPH (328,3 ± 76,9 s-1 mM-1) ergibt die 

relative katalytische Effizienz (RKE), welche im Falle der beiden Hybridenzyme 

0,358 ± 0,113 (Loop 1,5) beziehungsweise 0,391 ± 0,094 (Loop 1,2a) betrug. Ein 

Vergleich der erzielten RKE mit 51 literaturbekannten Oxidoreduktasen, bei denen das 

Cosubstrat-Bindeverhalten hin zu NADH gestaltet werden konnte, zeigt, dass lediglich elf 

dieser modifizierten Enzyme eine höhere RKE als diejenige dieser Arbeit besitzen 

(Chánique & Parra 2018). Darüber hinaus verfügen neun dieser elf Oxidoreduktasen über 

eine Rossmann-ähnliche Faltung. Da die Bindung der Cosubstrate bei diesem Faltungstyp 

bereits gut verstanden wurde, ist die Gestaltung des Cosubstrat-Bindeverhaltens meist 

weniger herausfordernd (Hanukoglu 2015). Im Gegensatz dazu sind Gestaltungen des 

Cosubstrat-Bindeverhaltens der Enzymklasse, welcher die ER angehören (EC 1.6), sehr 

selten (Chánique & Parra 2018). Überdies tendieren Gestaltungen des Cosubstrat-

Bindeverhaltens von Oxidoreduktasen mit einer prostethischen Gruppe, wie 

beispielsweise FMN, anspruchsvoller zu sein als diejenigen bei Enzymen ohne 

zusätzlichen Cofaktor (Chánique & Parra 2018). Somit konnte das NADH-Bindeverhalten 

der NostocER1 durch die angewendete Strategie des Austauschs von Loop-Regionen mit 

einem für diese Enzymklasse bisher einzigartigen Erfolg durchgeführt werden. 

Aufbauend auf der Neugestaltung des NADH-Bindeverhaltens der NostocER1 wurden 

diese Enzyme für eine Biotransformation im 0,7 L Maßstab bereitgestellt und angewendet. 

Trotz der mindestens um 75 % niedrigeren Kosten von NAD(H) im Vergleich zu NADP(H) 

wäre die wirtschaftliche Umsetzung eines Prozesses unter einem stöchiometrischen 

Einsatz des Cosubstrats schwer realisierbar. Aus diesem Grund wurden die neu 

gestalteten ER mit einer Formiatdehydrogenase (FDH) aus Mycobacterium vaccae N10 

in E. coli coexprimiert. Über die Oxidation von Formiat (1) kann durch diesen Enzym-

gekoppelten Ansatz das Cosubstrat NADH reduziert und somit regeneriert werden. Daher 

wurden E. coli BL21 (DE3)-Zellen mit vier unterschiedlichen pET28a-Plasmiden 

transformiert. Diese Plasmide wurden identisch zur Literatur für die Coexpression der 

NostocER1 beziehungsweise der drei NostocER1-Varianten mit der höchsten 

katalytischen Effizienz mit NADH, welche die Loop 1,5- und Loop 1,2a-Austausche sowie 

die Kombination aus diesen (Loop 1,5,2a) waren, und der FDH konstruiert (Castiglione et 

al. 2017). Anschließend wurden die vier E. coli-Stämme in Zulauf-Kultivierungen in 

parallelen Rührkesselreaktoren mit einem initialen Volumen von 0,3 L hergestellt. 

Hierdurch konnten vergleichbare Bioprozesse durchgeführt werden, welche eine finale 

Biomassekonzentration zwischen 57,1 ± 2,0 g L-1 und 50,6 ± 1,6 g L-1 lieferten. Ein 

Vergleich der Menge an exprimiertem Zielprotein der vier Biokatalysatoren ergab einen 

maximalen Unterschied der ER-Aktivitäten um den Faktor 1,39 ± 0,16 beziehungsweise 

einen maximalen Unterschied der FDH-Aktivität um den Faktor 1,26 ± 0,08. Zusätzlich 
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wurden keine signifikant höhere Enzymexpression zu dem Stamm, in dem die wildtypische 

NostocER1 exprimiert wurde, erzielt. Somit war es möglich vier Ganzzellbiokatalysatoren 

mit unterschiedlichen NostocER1-Varianten bereitzustellen, welche für eine direkt 

vergleichbare Biotransformation geeignet waren. 

Diese vier Ganzzellbiokatalysatoren wurden deshalb für die Reduktionen von (R)-Carvon 

(2) zum Hauptptodukt (2R,5R)-Dihydrocarvon (3) in parallelen Rührkesselreaktoren in 

einem Maßstab von 0,7 L angewendet. Wie die Mehrzahl der Substrate ist (R)-Carvon 

aufgrund seiner Hydrophobizität nur schlecht in Wasser löslich (Fichan et al. 1999), 

weswegen das Adsorberharz (AR) XAD4 als zweite, hydrophobe Phase eingesetzt wurde. 

Abbildung 8.2 zeigt eine schematische Darstellung der angewendeten Reaktions-

zusammensetzung. Ein Vergleich der initialen DHC-Bildungsraten der als ganze Zellen 

eingesetzten Biokatalysatoren ergab eine signifikante Steigerung der Raten von allen 

NostocER1-Varianten im Vergleich zu dem Biokatalysator mit der wildtypischen 

NostocER1. Die maximale Erhöhung der Rate wurde durch den Loop 1,2a-Austausch 

erzielt. Es handelte sich somit um die NostocER1-Variante, die auch die höchste 

katalytische Effizienz mit NADH aufgewiesen hatte. Explizit wurde die initiale DHC-Bildung 

von 1,33 ± 0,03 mmol gBTM
-1 h-1 um den Faktor von 2,14 ± 0,08 auf 

2,84 ± 0,08 mmol gBTM
-1 h-1 erhöht. Dadurch konnte im Kontext dieses Anwendungs-

beispiels die Zweckmäßigkeit einer Gestaltung des NADH-Bindeverhaltens der ER 

bestätigt werden. 

 

Abbildung 8.2: Schematische Darstellung des eingesetzten Reaktionssystems zur 

Bioreduktion von (R)-Carvon (2) zum Hauptprodukt (2R,5R)-Dihydro-

carvon (3) mit Escherichia coli-Ganzzellbiokatalysatoren mit exprimierter 

(neu gestalteter) NostocER1. Zusätzlich wurde eine Formiatdehydro-

genase (FDH) exprimiert um durch die Zugabe von Formiat (1) das 

benötigte und oxidierte Cosubstrat NAD+ zu regenerieren. Das Adsor-

berharz (AH) XAD4 wurde als zweite Phase zur in situ Substratzugabe 

und Produktentfernung eingesetzt.
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9 Ausblick 

Durch die im Rahmen dieses Forschungsvorhabens angewendete Enzyme Engineering-

Strategie der Loop-Austausche konnte das NADH-Bindeverhalten der NostocER1 auf eine 

für die gesamte Enzymklasse (EC 1.6) einzigartige Weise beeinflusst werden. Um die 

Auswirkungen der durchgeführten Loop-Veränderungen auf die Interaktion mit dem 

Cosubstrat besser verstehen zu können, wäre eine Betrachtung der erzielten Ergebnisse 

auf molekularer Ebene von Interesse. Dies könnte experimentell über den Vergleich von 

Bindungsstudien zwischen der NostocER1 beziehungsweise der entsprechenden 

Enzymvarianten und dem Cosubstrat in einem Kernspinresonanzspektroskop erfolgen. 

Zusätzlich könnten Molekulardynamik (MD)-Simulationen zur Beschreibung der Inter-

aktionen herangezogen werden. Mit Hilfe von Hochleistungsrechnern ermöglichen MD-

Simulationen eine detaillierte Beschreibung molekularer Prozesse.  

Des Weiteren könnte die Durchführung der Loop-Austausche verbessert werden. Auch 

wenn im Rahmen dieser Arbeit bereits große Erfolge erzielt werden konnten, wurde das 

gesamte Potential dieser Enzyme Engineering-Methode mit sehr hoher Wahrschein-

lichkeit noch nicht ausgeschöpft. In erster Linie könnte die Bibliothek der Loop-Spender 

deutlich vergrößert werden. Durch die Anwendung einer effizienten Klonierungsstrategie 

wie der Gibson-Assemblierung oder der Golden Gate-Assemblierung könnten verschie-

denste Loop-Kombinationen mit einem deutlich geringen Zeitaufwand bereitgestellt 

werden. Hierdurch würde der Aufwand der Durchmusterung durch die Vergrößerung der 

generierten Bibliotheken zwar steigen, die Geschwindigkeit und das Potential heraus-

ragende Treffer zu erzielen jedoch ebenso. Passend hierzu könnten zusätzliche 

Mutationen an den Termini der Loops eingebracht werden. Die Flexibilität dieser ‚Gelenke‘ 

der Loops hat einen großen Einfluss auf die korrekte Positionierung und Beweglichkeit der 

Regionen, wodurch sie eng mit der Funktionalität der finalen modifizierten Enzyme 

verbunden sind (Ochoa-Leyva et al. 2011). 

Zusätzlich wäre es sinnvoll, die Übertragbarkeit dieser Optimierungsstrategie tiefgreifen-

der zu beleuchten. Im Detail könnte überprüft werden, ob diese Strategie auf andere 

Enreduktasen oder andere Enzyme mit einer vergleichbaren Tertiärstruktur angewendet 

werden kann. Insbesondere letzteres wäre aufgrund des ausgesprochen häufigen 

Auftretens des (β,α)8-Faltungsmotivs der ER von großem Interesse. 

Neben der Reduktion von (R)-Carvon wäre der Einsatz der gestalteten NostocER1-

Varianten in Rahmen weiterer Synthesen aufschlussreich. Insbesondere könnte eine 

mögliche Erhöhung der Hydrierungsgeschwindigkeit bei Alkenen mit synthetisch 



144 9 Ausblick 

interessanten elektronenziehenden Gruppen wie beispielsweise Nitrogruppen, Nitrilen 

oder Säurehalogeniden untersucht werden. 
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Tabelle 10.1: Verwendete Abkürzungen und Symbole (Fortsetzung) 
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12.1  Allgemeines Material 

12.1.1 Geräte 

Tabelle 12.1: Allgemeine Laborgeräte 
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Tabelle 12.1: Allgemeine Laborgeräte (Fortsetzung) 
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Tabelle 12.1: Allgemeine Laborgeräte (Fortsetzung) 

 

Tabelle 12.2: Komponenten des DASGIP® Parallel Bioreactor Systems 
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12.1.2 Verbrauchsmaterialien 

Neben den üblichen im Labor verwendeten Verbrauchsmaterialien (Pipettenspitzen, 

Reaktionsgefäßen, Handschuhe, Küchenrolle,…), kamen spezielle Verbrauchsmateria-

lien zur Anwendung. Diese werden in Tabelle 12.3 aufgelistet. 

Tabelle 12.3: Verwendete spezielle Verbrauchsmaterialien 
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12.1.3 Biologisches Material 

Tabelle 12.4: Verwendete Escherichia coli (E. coli)-Stämme 

 

Tabelle 12.5: Im Rahmen der Arbeit erhaltene Plasmide und ihre Bezugsquelle. 
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12.1.4 Chemikalien 

Tabelle 12.6: Verwendete Chemikalien 
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Tabelle 12.6: Verwendete Chemikalien (Fortsetzung)  
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12.1.5 Enzyme, Standards und Kits 

Tabelle 12.7: Verwendete Enzyme, Standards und Kits 
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12.1.6 Oligonukleotide 

Tabelle 12.8: Für die Amplifizierung der gesamten wildtypischen Gene und der 

modifizierten nostocER1-Gene verwendete Oligonukleotide. Neben der 

Sequenz wird die Anlagerungstemperaturen (T) für die Nutzung der 

Phusion® High-Fidelity DNA Polymerase in Standard HF-Puffer 

angegeben. Die Schnittstellen werden fett, die start/stop codons 

unterstrichen dargestellt. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1-NdeI-for GGAATTCCATATGTCTACCAACATCAACCTATTC 60 

nostocER1-BamHI-rev CGCGGATCCTTACTTATTAGCAACTGCTAAAAATGG 60 

acaryoER1-NheI-for CTAGCTAGCATGTCAATTTCATCCGTG 57 

acaryoER1-BamHI-rev CGCGGATCCCTATGCGGCAGTTATTAGTG 57 

achrOYE4_NdeI_fw ggaattcCATATGAATACACCGGATCCGC 59 

achrOYE4_SacI_rev ggttacGAGCTCTTATGCACGATCCGGA 59 

 

Tabelle 12.9: Oligonukleotide für die mittels QuikChange® Lightning Kit durchgeführte 

ortsgerichtete Mutagenese zum Austausch von Loop-Regionen. 

Nichtübereinstimmende Basen werden in Großbuchstaben dargestellt. 

Die angegebene Anlagerungstemberatur (T) entspricht dem mit dem Kit 

angewendeten Wert. 

Name Spender Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1(Loop1)_fw acaryoER1 
gatggctcctttaaccagaGGaagaTctggtgaggga 
aatgtacc 

78 

nostocER1(Loop1)_rev acaryoER1 
ggtacatttccctcaccagAtcttCCtctggttaaaggag 
ccatc 

78 

nostocER1(Loop1)_fw achrOYE4 
gatggctcctttaaccagaTCaagagctggtgaggga 
aat 

78 

nostocER1(Loop1)_rev achrOYE4 atttccctcaccagctcttGAtctggttaaaggagccatc 78 

nostocER1(Loop2a)_fw acaryoER1 gtgcttcagcaggattaattattaccgaagctaccc 78 

nostocER1(Loop2a)_rev acaryoER1 gggtagcttcggtaataattaatcctgctgaagcac 78 
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Tabelle 12.10: Vor (fw)- und Rückwärts (rev)-Oligonukleotide beziegungsweise Gruppen 

von Oligonukleotide für die Assemblierung von DNA-Fragmenten, welche 

durch die Assemblierung nach Gibson zu den entsprechenden Genen 

zusammengeführt wurden. Die Anlagerungstemperatur (T) entspricht der 

Nutzung der Phusion® High-Fidelity DNA Polymerase in Standard HF-

Puffer. 

Name Donor Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1(Loop2a)_fw achrOYE4 
GATTAATTGTCAGCGAAGGCACCCAG 
GTGACACCC 

67 

nostocER1(Loop2a)_rev achrOYE4 
CTGGGTGCCTTCGCTGACAATTAATC 
CTGCTGAAGCACG 

67 

nostocER1(Loop2b)_fw acaryoER1 
GGCGGGCTGGTCTGAAACACCAGGC 
ATCCATTC 

62 

nostocER1(Loop2b)_rev acaryoER1 
TCAGACCAGCCCGCCGCTTGGGGTG 
TCACCTGG 

62 

nostocER1(Loop2b)_fw achrOYE4 
GGGCTACGCCGGCACACCAGGCATC 
CATTCC 

64 

nostocER1(Loop2b)_rev achrOYE4 
GCCGGCGTAGCCCTTTCCTTGGGGT 
GTCACCT 

64 

nostocER1(Loop3a)_1 acaryoER1 
GGCACGTCGGCAGAGCCTCTCATCC 
AG 

56 

nostocER1(Loop3a)_2 acaryoER1 
GTGCCCCATTCAACTGAAAATCTGGA 
TGAGAGGCTCTGC 

56 

nostocER1(Loop3a)_3 acaryoER1 
AGATTTTCAGTTGAATGGGGCACGAC 
CGATTTCTGCCT 

56 

nostocER1(Loop3a)_4 acaryoER1 
CTGCTGGCTTAATCGCCGAGGCAGAA 
ATCGGTCGTG 

56 

nostocER1(Loop3a)_5 acaryoER1 
GGCGATTAAGCCAGCAGGTGAAGTCT 
TAACTTATGAAGG 

56 

nostocER1(Loop3a)_6 acaryoER1 
AGGTTTCTTGCCTTCATAAGTTAAGAC 
TTCACCTG 

56 

nostocER1(Loop3a)_fw achrOYE4 
CAGCCTGCTGGGCGGGCAGGCGCCC 
GTGTCGTCGTCAGCCATTGCGCC 

62 

nostocER1(Loop3a)_rev achrOYE4 
CCGCCCAGCAGGCTGGTGTGGCTCA 
GTCTGCCGACGTGCC 

62 

nostocER1(Loop3b)_1 acaryoER1 
TCAGCCATTGCGCCTAAAGGTGAAGT 
CCAT 

56 

nostocER1(Loop3b)_2 acaryoER1 
GGTTTCTTACCCTGCGGAGTATGGAC 
TTCACCTTTAGGCG 

56 

nostocER1(Loop3b)_3 acaryoER1 
CTCCGCAGGGTAAGAAACCATTTGTT 
ACGCCTCGTGCTTT 

56 

nostocER1(Loop3b)_4 acaryoER1 
GATGTGTCCAAAGCACGAGGCGTAA 
CAAATG 

56 

 



172 12 Anhang 

Tabelle 12.10: Fortsetzung 

Name Donor Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1(Loop3b)_1 achrOYE4 
TCAGCCATTGCGCCTAAAGGCGTCAAT 
GTTTTCATCG 

50 

nostocER1(Loop3b)_2 achrOYE4 
TGGGGCTGCCGTCCTCGTTCTCGATGA 
AAACATTGACGCCTTTAGGC 

50 

nostocER1(Loop3b)_3 achrOYE4 
GAACGAGGACGGCAGCCCCAACTTCGT 
GCAGGCGTCTGCGCC 

50 

nostocER1(Loop3b)_4 achrOYE4 
TGTGTCCAAAGCACGAGGCGCAGACGC 
CTGC 

50 

nostocER1(Loop5)_fw acaryoER1 
GAATGCCTTTAATGACATGCGTGACTCT 
CATCCTTTAGAAACAT 

62 

nostocER1(Loop5)_rev acaryoER1 
CATGTCATTAAAGGCATTCGTAGGCGAT 
AGTCTGACTCCTACC 

62 

nostocER1(Loop5)_fw achrOYE4 
ACCACGCTCAATGGCTGCGTGGACTCTC 
ATCCTTTAGAAACATTTG 

62 

nostocER1(Loop5)_rev achrOYE4 
GCAGCCATTGAGCGTGGTCAGAGGCGAT 
AGTCTGACTCCTACC 

62 

nostocER1(Loop6)_fw acaryoER1 
TGAAGCCTTGCAAGGGCATATGCTGCAT 
GGTGGCACAGTTGTAC 

60 

nostocER1(Loop6)_rev acaryoER1 
GCCCTTGCAAGGCTTCAAGGACATGTAA 
ATAGGATAAGTTGAAGCGG 

60 

nostocER1(Loop6)_fw achrOYE4 
CGAGGCCGACTGGGACGATGCGCATGG 
TGGCACAGTTGTAC 

60 

nostocER1(Loop6)_rev achrOYE4 
GTCCCAGTCGGCCTCGGCGATATGTAAA 
TAGGATAAGTTGAAGCG 

60 

nostocER1(Loop8)_fw acaryoER1 
CCGGGTATAGAACGTGGAGGGGTCTGC 
CTGATTGAGTG 

67 

nostocER1(Loop8)_rev acaryoER1 
CCGGGTATAGAACGTGGAGGGGTCTGC 
CTGATTGAGTG 

67 

nostocER1(Loop8)_fw achrOYE4 
CGCGACACCCTGTTTGGTGGTGGTGAAA 
AAGGCTAT 

67 

nostocER1(Loop8)_rev achrOYE4 
CCAAACAGGGTGTCGCGGTCTGCCTGAT 
TGAGTGGTG 

67 
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Tabelle 12.11: Oligonukleotide für die mittels QuikChange® Lightning Kit durch-

geführten ortsgerichteten Mutagenesen für die Sättigungsmuta-

genese der NostocER1 Position Q30. Die angegebene Anlagerungs-

temberatur (T) entspricht dem mit dem Kit angewendeten Wert. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1-Q30A_fw gatggctcctttaaccagagcaagagctggtgagggaaat 79 

nostocER1-Q30A_rev atttccctcaccagctcttgctctggttaaaggagccatc 79 

nostocER1-Q30C_fw cggatagtgatggctcctttaaccagatgcagagctggtgaggg 80 

nostocER1-Q30C_rev ccctcaccagctctgcatctggttaaaggagccatcactatccg 80 

nostocER1-Q30D_fw gatagtgatggctcctttaaccagagacagagctggtgagg 80 

nostocER1-Q30D_rev cctcaccagctctgtctctggttaaaggagccatcactatc 80 

nostocER1-Q30E_fw ggctcctttaaccagagaaagagctggtgaggg 80 

nostocER1-Q30E_rev ccctcaccagctctttctctggttaaaggagcc 80 

nostocER1-Q30F_fw cggatagtgatggctcctttaaccagatttagagctggtgaggg 80 

nostocER1-Q30F_rev ccctcaccagctctaaatctggttaaaggagccatcactatccg 80 

nostocER1-Q30G_fw gatggctcctttaaccagaggaagagctggtgagggaaat 79 

nostocER1-Q30G_rev atttccctcaccagctcttcctctggttaaaggagccatc 79 

nostocER1-Q30H_fw gtgatggctcctttaaccagacacagagctggtgag 80 

nostocER1-Q30H_rev ctcaccagctctgtgtctggttaaaggagccatcac 80 

nostocER1-Q30I_fw gatggctcctttaaccagaataagagctggtgagggaaat 78 

nostocER1-Q30I_rev atttccctcaccagctcttattctggttaaaggagccatc 78 

nostocER1-Q30K_fw ggctcctttaaccagaaaaagagctggtgaggg 79 

nostocER1-Q30K_rev ccctcaccagctctttttctggttaaaggagcc 79 

nostocER1-Q30L_fw gctcctttaaccagactaagagctggtgaggga 79 

nostocER1-Q30L_rev tccctcaccagctcttagtctggttaaaggagc 79 

nostocER1-Q30M_fw cggatagtgatggctcctttaaccagaatgagagctggtgaggg 80 

nostocER1-Q30M_rev ccctcaccagctctcattctggttaaaggagccatcactatccg 80 

nostocER1-Q30N_fw gatagtgatggctcctttaaccagaaacagagctggtgagg 79 

nostocER1-Q30N_rev cctcaccagctctgtttctggttaaaggagccatcactatc 79 

nostocER1-Q30P_fw gctcctttaaccagaccaagagctggtgaggga 79 

nostocER1-Q30P_rev tccctcaccagctcttggtctggttaaaggagc 79 
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Tabelle 12.11: Fortsetzung 

Name Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1-Q30R_fw gctcctttaaccagacgaagagctggtgaggga 79 

nostocER1-Q30R_rev tccctcaccagctcttcgtctggttaaaggagc 79 

nostocER1-Q30T_fw gatggctcctttaaccagaacaagagctggtgagggaaat 78 

nostocER1-Q30T_rev atttccctcaccagctcttgttctggttaaaggagccatc 78 

nostocER1-Q30V_fw gatggctcctttaaccagagtaagagctggtgagggaaat 79 

nostocER1-Q30V_rev atttccctcaccagctcttactctggttaaaggagccatc 79 

nostocER1-Q30W_fw cggatagtgatggctcctttaaccagatggagagctggtgaggg 80 

nostocER1-Q30W_rev ccctcaccagctctccatctggttaaaggagccatcactatccg 80 

nostocER1-Q30Y_fw gatagtgatggctcctttaaccagatacagagctggtgagg 79 

nostocER1-Q30Y_rev cctcaccagctctgtatctggttaaaggagccatcactatc 79 

nostocER1-Q30T_fw gatggctcctttaaccagaacaagagctggtgagggaaat 78 

nostocER1-Q30T_rev atttccctcaccagctcttgttctggttaaaggagccatc 78 

nostocER1-Q30V_fw gatggctcctttaaccagagtaagagctggtgagggaaat 79 

nostocER1-Q30V_rev atttccctcaccagctcttactctggttaaaggagccatc 79 

nostocER1-Q30W_fw cggatagtgatggctcctttaaccagatggagagctggtgaggg 80 

nostocER1-Q30W_rev ccctcaccagctctccatctggttaaaggagccatcactatccg 80 

nostocER1-Q30Y_fw gatagtgatggctcctttaaccagatacagagctggtgagg 79 

nostocER1-Q30Y_rev cctcaccagctctgtatctggttaaaggagccatcactatc 79 
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Tabelle 12.12: Oligonukleotide für die mittels QuikChange® Lightning Kit durch-

geführten ortsgerichteten Mutagenesen für die Sättigungsmuta-

genese der NostocER1 Position A57. Die angegebene Anlagerungs-

temberatur (T) entspricht dem mit dem Kit angewendeten Wert. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1-A57C_fw acgtgcttcagcaggattaattatttgcgaagctacccag 78 

nostocER1-A57C_rev ctgggtagcttcgcaaataattaatcctgctgaagcacgt 78 

nostocER1-A57F_fw caacgtgcttcagcaggattaattattttcgaagctacccagg 79 

nostocER1-A57F_rev cctgggtagcttcgaaaataattaatcctgctgaagcacgttg 79 

nostocER1-A57L_fw acgtgcttcagcaggattaattattctcgaagctacccag 78 

nostocER1-A57L_rev ctgggtagcttcgagaataattaatcctgctgaagcacgt 78 

nostocER1-A57S_fw gtgcttcagcaggattaattatttccgaagctaccc 78 

nostocER1-A57S_rev gggtagcttcggaaataattaatcctgctgaagcac 78 

nostocER1-A57V_fw ttcagcaggattaattattgtcgaagctacccaggtg 78 

nostocER1-A57V_rev cacctgggtagcttcgacaataattaatcctgctgaa 78 

Tabelle 12.13: Zur Bereitstellung der Plasmide für die Coexpression von NostocER1 

und FDH verwendete Oligonukleotide.  

Name Sequenz, 5’ → 3’ T, °C 

nostocER1-NcoI-for 
GGAATTCCCATGGGCTCTACCAACATCAACCTAT 
TCTCT 

60 

nostocER1-BamHI-rev 
CGCGGATCCTTACTTATTAGCAACTGCTAAAAAT 
GG 

60 

 fdh-NdeI-fw AGGAATTCCATATGGCAAAGGTCCTGTGCGT 59 

fdh-KpnI-rev CAATTGGTACCTTCAGACCGCCTTCTTG 59 
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12.1.7 Gen- und Proteinsequenzen 

Tabelle 12.14: Gen- (nostocER1) und Proteinsequenz (NostocER1) der Enreduktase 1 

aus Nostoc sp. PCC7120. Der unterstrichene und fett markierte Bereich 

stellt den Beginn der um 37 Aminosäuren verkürzten NostocER1 dar. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ 

nostocER1 GTGTCTGATGAAGCAGAGAGGCAAAGGGGAAATAACCTGTATAAGAA
CTCTCCTCTGCTCCCTGTTTCTATCTCTCAAGTATCCACATCCCAATTA
CGAGAAACTGAGATTATGTCTACCAACATCAACCTATTCTCTTCCTACC
AATTGGGAGAACTAGAATTACCCAACCGGATAGTGATGGCTCCTTTAA
CCAGACAAAGAGCTGGTGAGGGAAATGTACCGCATCAACTTAATGCT
ATCTACTATGGTCAACGTGCTTCAGCAGGATTAATTATTGCCGAAGCT
ACCCAGGTGACACCCCAAGGACAAGGGTATCCCCATACACCAGGCAT
CCATTCCCCAGAACAAGTAGCAGGGTGGAAACTAGTAACTGATACTGT
ACATCAACAAGGGGGCAGAATTTTTCTGCAACTGTGGCACGTCGGCA
GAATATCTCACCCTGACTTGCAGCCAGATGGGGGATTACCTGTAGCA
CCTTCAGCCATTGCGCCTAAAGGTGAGGTATTAACTTATGAAGGCAAG
AAACCTTATGTTACGCCTCGTGCTTTGGACACATCAGAAATTCCCGCT
ATTGTCGAACAATATCGCCAAGGGGCTGCAAACGCCCTAGCGGCTGG
GTTTGATGGTGTAGAAATTCATGCTGCCAATGGTTATTTAATCGACCA
GTTTCTTAGAGATGGGACGAATCAACGTACAGACGAGTATGGGGGTG
CGATTGAGAATCGCGCCCGACTTTTATTAGAAGTAACCGAGGCGATAA
CAAGTGTGTGGGATTCCCAAAGGGTAGGAGTCAGACTATCGCCTAGT
GGGACATTTAACGATATCCGTGACTCTCATCCTTTAGAAACATTTGGTT
ACGTAGCTCAAGCACTGAACCGCTTCAACTTATCCTATTTACATATCTT
TGAAGCTATAGACGCAGACATTAGACATGGTGGCACAGTTGTACCTAC
TAGCCATCTACGCGATCGCTTTACAGGTACACTCATTGTTAATGGTGG
TTATACCCGTGAAAAAGGCGATACTGTCATAGCCAACAAAGCAGCAGA
TTTAGTTGCCTTTGGGACGCTGTTTATCTCCAATCCTGATTTACCTGAA
CGCCTAGAGGTGAACGCACCACTCAATCAGGCAGACCCCACAACCTT
TTATGGTGGTGGTGAAAAAGGCTATACAGATTATCCATTTTTAGCAGTT
GCTAATAAGTAA 

NostocER1 MSDEAERQRGNNLYKNSPLLPVSISQVSTSQLRETEIMSTNINLFSSYQL
GELELPNRIVMAPLTRQRAGEGNVPHQLNAIYYGQRASAGLIIAEATQVTP
QGQGYPHTPGIHSPEQVAGWKLVTDTVHQQGGRIFLQLWHVGRISHPDL
QPDGGLPVAPSAIAPKGEVLTYEGKKPYVTPRALDTSEIPAIVEQYRQGA
ANALAAGFDGVEIHAANGYLIDQFLRDGTNQRTDEYGGAIENRARLLLEV
TEAITSVWDSQRVGVRLSPSGTFNDIRDSHPLETFGYVAQALNRFNLSYL
HIFEAIDADIRHGGTVVPTSHLRDRFTGTLIVNGGYTREKGDTVIANKAAD
LVAFGTLFISNPDLPERLEVNAPLNQADPTTFYGGGEKGYTDYPFLAVAN
K 
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Tabelle 12.15: Gen- (acaryoER1) und Proteinsequenz (AcaryoER1) der Enreduktase 1 

aus Acaryochloris marina. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ 

acaryoER1 
 

ATGTCAATTTCATCCGTGTTCGAACCCATTCGTCTGGGTGCGGTTGAC
CTCCGCAACCGCATGGTAATGGCACCGTTAACCCGAGGTCGATCAGG
ACCAGATCGAGTTCCCAACGCTTTAATGGCTGAGTATTACCAGCAACG
GGCGAGTGCGGGTCTGATTATTACGGAAGCGACTCAGGTCTCTGAGC
AAGCGGCGGGCTGGTCTGAAACGCCAGGGATCTACTCTGAAGCCCAA
ATACAGGCTTGGCGCCAGGTAACAGATGCCGTCCACCAGCAAGATGG
CAAGATTTTCCTGCAAATTTGGCATACAGGACGGGCCTCTCATCCAGA
TTTTCAGTTGAATGGGGCACGACCGATTTCTGCCTCGGCGATTAAGCC
AGCAGGTGAAGTCCATACTCCGCAGGGTAAGAAACCATTTGTCACCC
CCAGAGCTGTGAGTCTGGACGAGATTCCAAGCATTGTTCAAGATTTTG
CTCAGGCCACTGGCAATGCTCGAAAAGCGGGATTTGATGGGGTTGAA
ATCCATGGGGCTAATGGATACTTAATTGATCAGTTCCTTCGAGATGGC
ACCAACGAACGGCAAGATGCCTATGGGGGCACGATCGAAAACCGTAC
CCGGTTTCTGTTAGAAGTTGTTGAGGCAGCGGTAGCTGTCTGGAGTG
CTGATCATGTAGGCGTTCGACTTTCTCCTACGAATGCCTTTAATGACA
TGAGAGATAGTAATCCGATCTCAACCTTCACACATGCAGCTCAAGCCC
TCAATACTTACAATTTGGCCTATCTTCATGTCCTTGAAGCCTTGCAAGG
GCATATGCTGGCAGTGGAAGGCGAGCGGGTGACTCCCTATATCCGAC
AGGTTTTTCAAGGTCCGCTGATGATCAACGGTGGCTATGATGCAGTCA
GTGGTGCGGCTGCGATCGCAAACCAAGAAGCCGATTTAGTCGCCTAT
GGCGTCCCGTTTATTGCTAACCCTGACTTACCGGAACGCTTTGCAAAA
CAAGCCCCCCTCAATGAACCCGACCCATCCACGTTCTATACCCGGGG
GGCAGAAGGCTATACGGACTATCCATTTTTAGATCCACTAATAACTGC
CGCATA 

AcaryoER1 
 

MSISSVFEPIRLGAVDLRNRMVMAPLTRGRSGPDRVPNALMAEYYQQRA
SAGLIITEATQVSEQAAGWSETPGIYSEAQIQAWRQVTDAVHQQDGKIFL
QIWHTGRASHPDFQLNGARPISASAIKPAGEVHTPQGKKPFVTPRAVSLD
EIPSIVQDFAQATGNARKAGFDGVEIHGANGYLIDQFLRDGTNERQDAYG
GTIENRTRFLLEVVEAAVAVWSADHVGVRLSPTNAFNDMRDSNPISTFTH
AAQALNTYNLAYLHVLEALQGHMLAVEGERVTPYIRQVFQGPLMINGGY
DAVSGAAAIANQEADLVAYGVPFIANPDLPERFAKQAPLNEPDPSTFYTR
GAEGYTDYPFLDPLITAA 
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Tabelle 12.16: Gen- (achrOYE4) und Proteinsequenz (AchrOYE4) des Old Yellow 

Enzyme 4 aus Achromobacter sp. JA81. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ 

achrOYE4 
 

ATGAACACACCCGATCCCCTGTTTGAACCGCTGGCCCTCGGCAGCCT
CACGCTGCCCAACCGCATCGTCATGCCGCCGATGACGCGCTCGCGC
GCCACCCAGCCCGGCGATTGCGCCAACGCGCTGATGGCGCGCTACT
ACGCGCAGCGCGCCGGCGCCGGCCTGATCGTCAGCGAAGGCACGTA
CATCTCGCCCATGGGCAAGGGCTACGCCGGCACGCCCGGCCTTTGC
ACGCCGGCGCAGGTGGCCGGCTGGCGCGGCGTCACGGATGCCGTG
CACGCCGCCGGCGGCCGCATCTACGCGCAGCTGTGGCATGTGGGCC
GGCTGAGCCACACCAGCCTGCTGGGCGGGCAGGCGCCCGTGTCGTC
GTCGGCCATCCAGGCCGAAGGCGTCAATGTTTTCATCGAGAACGAGG
ACGGCAGCCCCAACTTCGTGCAGGCGTCTGCGCCGCGCGCGCTGTC
GACAAGCGAGATCCGCGCCATCGTCGAGGAATACCGCCAGGCGGCG
CGCAACGCCATCGCGGCGGGCTTTGACGGCGTGGAACTGCATGCGG
CCAACGGCTACCTGGTCAACCAGTTCCTGGACTCGCAGGCCAATGCC
CGCACCGACGAATACGGCGGCTCGCTGGACAACCGCCTGCGCTTCC
TGGACGAGGTGGCCCGCGCGCTGGTCGAGACCCTGGGCGACGCGT
CCCGCGTCGGCATCCGCCTGGCCCCGCTGACCACGCTCAATGGCTG
CGTGGATGCGGATCCGGTGGCCACCTACACCGCCGCGGCCAAGCGC
CTGGGCGAGATCGGCGTCGGCTACGTCCACATCGCCGAGGCCGACT
GGGACGATGCGCCGGACATGCCGCTGGCGTTCAAGGAAGCGCTGCG
GCGCGTCTACCCGGGCGTGCTCATCTATGCCGGCAAGTACACCGCC
GAACGCGCCCGCGACGCACTGCGCGCCGGCTGGGCCGACCTGATC
GCCTTCGGCCGGCCCTTCGTGGCCAACCCCGACCTGCCGGAACGGC
TGCGCAACGACGAGCCGCTGGCCGAGCACGACCGCGACACCCTGTT
TGGCGGCGGGGCGCATGGGCTCACGGACTATCCCGCCTATCGGGGG
GTTCCGGACCGCGCCTGA 

AchrOYE4 
 

MNTPDPLFEPLALGSLTLPNRIVMPPMTRSRATQPGDCANALMARYYAQ
RAGAGLIVSEGTYISPMGKGYAGTPGLCTPAQVAGWRGVTDAVHAAGG
RIYAQLWHVGRLSHTSLLGGQAPVSSSAIQAEGVNVFIENEDGSPNFVQA
SAPRALSTSEIRAIVEEYRQAARNAIAAGFDGVELHAANGYLVNQFLDSQ
ANARTDEYGGSLDNRLRFLDEVARALVETLGDASRVGIRLAPLTTLNGCV
DADPVATYTAAAKRLGEIGVGYVHIAEADWDDAPDMPLAFKEALRRVYP
GVLIYAGKYTAERARDALRAGWADLIAFGRPFVANPDLPERLRNDEPLAE
HDRDTLFGGGAHGLTDYPAYRGVPDRA 
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Tabelle 12.17: Gen- (fdh) und Proteinsequenz (FDH) der Formiatdehydrogenase aus 

Mycobacterium vaccae N10. 

Name Sequenz, 5’ → 3’ 

fdh 
 

ATGGCAAAGGTCCTGTGCGTTCTTTACGATGATCCGGTCGACGGCTA
CCCGAAGACCTATGCCCGCGACGATCTTCCGAAGATCGACCACTATC
CGGGCGGCCAGATCTTGCCGACGCCGAAGGCCATCGACTTCACGCC
CGGGCAGTTGCTCGGCTCCGTCTCCGGCGAGCTCGGCCTGCGCGAA
TATCTCGAATCCAACGGCCACACCCTGGTCGTGACCTCCGACAAGGA
CGGCCCCGACTCGGTGTTCGAGCGCGAGCTGGTCGATGCGGATGTC
GTCATCTCCCAGCCCTTCTGGCCGGCCTATCTGACGCCCGAGCGCAT
CGCCAAGGCCAAGAACCTGAAGCTCGCGCTCACCGCCGGCATCGGT
TCCGACCACGTCGATCTTCAGTCGGCTATCGACCGCAACGTCACCGT
GGCGGAAGTCACCTACTGCAACTCGATCAGCGTCGCCGAGCATGTGG
TGATGATGATCCTGTCGCTGGTGCGCAACTATCTGCCCTCGCACGAA
TGGGCGCGGAAGGGCGGCTGGAACATCGCCGACTGCGTCTCCCACG
CCTACGACCTCGAGGCGATGCATGTCGGCACCGTGGCCGCCGGCCG
CATCGGTCTCGCGGTGCTGCGCCGTCTGGCGCCGTTCGACGTGCAC
CTGCACTACACCGACCGTCACCGCCTGCCGGAATCGGTCGAGAAGG
AGCTCAACCTCACCTGGCACGCGACCCGCGAGGACATGTATCCGGTT
TGCGACGTGGTGACGCTGAACTGCCCGCTGCACCCCGAAACCGAGC
ACATGATCAATGACGAGACGCTGAAGCTGTTCAAGCGTGGCGCCTAC
ATCGTCAACACCGCCCGCGGCAAGCTGTGCGACCGCGATGCCGTGG
CACGTGCGCTCGAATCCGGCCGGCTGGCCGGCTATGCCGGCGACGT
GTGGTTCCCGCAGCCGGCGCCGAAGGACCACCCCTGGCGGACGATG
CCCTATAACGGCATGACCCCGCACATCTCCGGCACCACGCTGACCGC
GCAGGCGCGTTATGCGGCGGGCACCCGCGAGATCCTGGAGTGCTTC
TTCGAGGGCCGTCCGATCCGCGACGAATACCTCATCGTGCAGGGCG
GCGCTCTTGCCGGCACCGGCGCGCATTCCTACTCGAAGGGCAATGC
CACCGGCGGTTCGGAAGAGGCCGCCAAGTTCAAGAAGGCGGTC 

FDH 
 

MAKVLCVLYDDPVDGYPKTYARDDLPKIDHYPGGQILPTPKAIDFTPGQLL
GSVSGELGLREYLESNGHTLVVTSDKDGPDSVFERELVDADVVISQPFW
PAYLTPERIAKAKNLKLALTAGIGSDHVDLQSAIDRNVTVAEVTYCNSISVA
EHVVMMILSLVRNYLPSHEWARKGGWNIADCVSHAYDLEAMHVGTVAA
GRIGLAVLRRLAPFDVHLHYTDRHRLPESVEKELNLTWHATREDMYPVC
DVVTLNCPLHPETEHMINDETLKLFKRGAYIVNTARGKLCDRDAVARALE
SGRLAGYAGDVWFPQPAPKDHPWRTMPYNGMTPHISGTTLTAQARYAA
GTREILECFFEGRPIRDEYLIVQGGALAGTGAHSYSKGNATGGSEEAAKF
KKAV 
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12.1.8 Puffer und Medien 

Tabelle 12.18: Zusammensetzung der verwendeten phosphatgepufferten Salzlösung 

(PBS-Puffer) und des physiologischen Puffers. 

 

Tabelle 12.19: Für die Ni-NTA-Affinitätschromatographie verwendete Puffer. 

 

Tabelle 12.20: Zusammensetzung von Sammelgel (3 %) und Trenngel (12 %) für die 

Sodiumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-PAGE). 

 



12.1 Allgemeines Material  181 

 

Tabelle 12.21: Zusammensetzung von Sammelgel- und Trenngelpuffer für die SDS-

PAGE. 

 

Tabelle 12.22: Zusammensetzung von 5-fach konzentriertem Laemmlipuffer für die SDS-

PAGE. 

 

Tabelle 12.23: Zusammensetzung der Puffer für die Coomassie-Färbung. 
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Tabelle 12.24: Komplexmedienzusammensetzungen für die Kultivierung von E. coli. 

 

Alle Komplexmedien wurden auf einen pH von 7,2 eingestellt. Für die Herstellung von LB-

Agar-Platten wurden LB-Medium vor dem autoklavieren 15 g L-1
 Agar-Agar zugesetzt. 

Falls erforderlich wurden den Medien nach der Sterilisation 35 mg L-1 steriles Kanamycin 

als Selektionsmarker zugesetzt. 
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Tabelle 12.25: Minimalmediumzusammensetzung für die Kultivierung von E. coli 

nach Wilms et al. (2001). 
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12.2 Ermittelte Daten 

12.2.1 Originaldaten 

Im folgenden Abschnitt werden Originaldaten zur photometrischen Messung der zeitlichen 

NAD(P)H Änderung (vergleiche Kapitel 4.5.2), sowie zur gaschromatografischen 

Messung von Carvon (vergleiche Kapitel 4.6.1) aufgeführt. Es wird beispielhaft die NADH-

Messung im technischen Quintuplikat mit den Negativkontrollen im technischen Triplikat 

des NostocER1 Loop 1,2a-Hybrids bei einer Cosubstratkonzentration von 500 µM 

dargestellt. Außerdem wird exemplarisch ein Chromatogramm der Referenzsubstanzen 

(R)-Limonen (Interner Standard, 7,2 mM), (2R,5R)-Dihydrocarvon ((2), 4.12 mM), 

(2S,5R)-Dihydrocarvon ((3), 0.88 mM), (R)-Carvon ((1), 5 mM), sowie ein Chromato-

gramm des NostocER1 Loop 1,2a-Hybrids nach 5 min Reaktionszeit mit 500 µM NADH 

und 10 mM (R)-Carvon dargestellt. 

Messung von NAD(P)H 
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Messung von Carvonen 
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12.2.2 Kapitel 5 

Abschnitt 5.1 ‚Primärstruktur‘ 

Tabelle 12.26: In Abbildung 5.1 gezeigte Daten der auf die Enzymmasse bezogenen 

spezifischen Aktivitäten der NostocER1 mit 402 Aminosäuren 

(NostocER1402) und der NostocER1 mit 365 Aminosäuren 

(NostocER1) bei einer NADPH-Konzentration von 200 μM (v200) und 

500 μM (v500). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

 

Abschnitt 5.2 ‚Reaktivität‘ 

5.2.1 ‚Aktivität mit NAD(P)H‘ 

Tabelle 12.27: In Abbildung 5.2 gezeigte Daten der spezifischen Aktivitäten der 

NostocER1 bei einer NAD(P)H-Konzentration von 200 μM (v200) und 

500 μM (rechts, v500). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Abschnitt 5.3 ‚Einflussfaktoren der Expression in E. coli auf die Enzymaktivität‘ 

5.3.1 ‚Variation der Expressionstemperatur‘ 

Tabelle 12.28: In Abbildung 5.7 gezeigte Daten der spezifischen Aktivitäten der 

NostocER1 und des proteingebundenen FMN-Anteils über die 

Expressionstemperatur. Assay-Bedingungen: 500 µM NADH, 0,1 M 

Na Phosphat-puffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

 

 

5.3.2 ‚Variation des Sauerstoffeintrags‘ 

Die untersuchten pO2 lassen, ohne eine weitergehende Charakterisierung der Reaktoren, 

keine Aussage über das Vorhandensein einer Sauerstofflimitierung zu. Während des 

Prozesses wurde daher vor der Induktion zusätzlich die Akkumulation von Acetat im 

Medium aufgezeichnet. Hierdurch konnte eine Korrelation zwischen gebildeter 

Acetatmenge und Sauerstoffeintrag beobachtet werden (Abbildung 12.1). Die 

Acetatkonzentration lag nach einer Prozesszeit von 6 h je nach pO2 bei 2,2 g L-1 (> 40 %), 

bei 2,6 g L-1 (15 %), bei 3,7 g L-1 (10 %) und bei 4,4 g L-1 (5 %). Dies zeigt, dass die Zellen 

wie erwartet mit einem geänderten Metabolismus auf diese unterschiedlichen 

Sauerstoffverfügbarkeiten reagierten. So konnte in diesem Kontext eine Änderung der 

gemischten Säuregärung beobachtet werden. Auf Grund der Sauerstofflimitierung wurde 

vermehrt Acetat als Nebenprodukt gebildet, um die Energieausbeute pro Sauerstoff-

molekül zu erhöhen (Carlson & Srienc 2004). 
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Abbildung 12.1: Verlauf der optischen Dichte bei 600 nm (OD600, grau), der Glucose- 

(grün) und Acetatkonzentration (rot) über die Prozesszeit bei einem 

Sauerstoffpartialdruck (pO2) von > 40 % (Raute), 15 % (Dreieck), 10 % 

(Kreis) und 5 % (Quadrat). Die unterbrochene vertikale Linie 

repräsentiert den Zeitpunkt der Induktion. Weitere Kultivierungsbeding-

ungen: VR,0 0,5 L (TB-Medium), cs,0 10 g L-1 (Glucose), P/Vmax 

24,8 W L-1, pH 7. 
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Abschnitt 5.5 ‚pH-Optimum‘ 

Tabelle 12.29: In Abbildung 5.11 gezeigte Daten der spezifischen Aktivitäten der Nostoc-

ER1 bei einer NADH-Konzentration von 500 μM (v500) über den pH. 

 

12.2.3 Kapitel 6 

Abschnitt 6.1.2 ‚Aktivität mit NADH‘ 

Tabelle 12.30: Die in Abbildung Abbildung 6.3 dargestellte spezifische Aktivität mit 200 

und 500 µM NADH der wildtypischen Enzyme NostocER1, AcaryoER1 

und AchrOYE4. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 

10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Tabelle 12.31: Die in Abbildung Abbildung 6.3 dargestellte spezifische Aktivität mit 200 

und 500 µM NADH der Hybridproteine aus NostocER1 und AcaryoER1-

Loops beziehungsweise AchrOYE4-Loops. Weitere Assay-Bedingungen: 

0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

 

 

Abschnitt 6.1.3 ‚Enzymkinetische Parameter‘ 

Tabelle 12.32: Die in Abbildung 6.4 und Abbildung 6.5 gezeigten enzymkinetischen 

Parameter der wildtypischen Enzyme NostocER1, AcaryoER1 und 

AchrOYE4 mit NADH. Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 

20 – 1200 µM NADH, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Tabelle 12.33: Die in Abbildung 6.4 und Abbildung 6.5 gezeigten enzymkinetischen Para-

meter mit NADH der NostocER1-Hybridproteine mit einer gesteigerten 

NADH-Aktivität. Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 

20 - 1200 µM NADH, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

 

 

Abschnitt 6.1.4 ‚Aktivität mit NADPH‘  

Tabelle 12.34: Die in Abbildung 6.6 dargestellten spezifischen Aktivitäten mit 200 µM und 

500 µM NADPH der wildtypischen Enzyme NostocER1, AcaryoER1 und 

AchrOYE4. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 

10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Tabelle 12.35: Die in Abbildung 6.6 dargestellten spezifischen Aktivitäten mit 200 µM und 

500 µM NADPH der Hybridproteine aus NostocER1 und AcaryoER1-

Loops beziehungsweise AchrOYE4-Loops. Weitere Assay-Bedingungen: 

0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 

 

 

Abschnitt 6.1.5 ‚Aktivität mit (R)-Carvon‘ 

Tabelle 12.36: Die in Abbildung 6.7 dargestellten spezifischen Aktivitäten mit 10 mM 

(R)-Carvon und 200 µM beziehungsweise 500 µM NADH der 

wildtypischen Enzyme NostocER1, AcaryoER1 und AchrOYE4. Weitere 

Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, pH 7, 30 °C. 
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Tabelle 12.37: Die in Abbildung Abbildung 6.7 dargestellten spezifischen Aktivitäten mit 

10 mM (R)-Carvon und 200 µM beziehungsweise 500 µM NADH der 

Hybridproteine aus NostocER1 und AcaryoER1-Loops beziehungsweise 

AchrOYE4-Loops. Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, pH 7, 30 °C. 
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Abschnitt 6.2.1 ‚Aktivität mit NADH‘ & Abschnitt 6.2.3 ‚Aktivität mit NADPH‘ 

Tabelle 12.38: Die in Abbildung 6.10 und Abbildung 6.13 dargestellten spezifischen 

Aktivitäten bei einer Cosubstratkonzentration von 200 µM NAD(P)H (v200) 

und 500 µM NAD(P)H (v500) der Hybridenzyme aus NostocER1 mit 

multiplen Loop-Regionen der AcaryoER1 (blau), des AchrOYE4 (rot) oder 

von beiden Spendern (blau-rot). Weitere Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Abschnitt 6.2.2 ‚Enzymkinetische Parameter‘ 

Tabelle 12.39: Die in Abbildung 6.11 und Abbildung 6.12 gezeigten enzymkinetischen 

Parameter der NostocER1-Hybride mit multiplen AcaryoER1-Loops (blau) 

beziehungsweise AchrOYE4-Loops (rot). Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-

Phosphatpuffer, 20 – 1200 µM NADH, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Abschnitt 6.2.4 ‚Aktivität mit (R)-Carvon‘ 

Tabelle 12.40: Die in Abbildung 6.14 und Abbildung 6.15 dargestellten Daten der 

spezifischen Aktivität und des Diastereomerenüberschuss bei der 

Reduktion von 10 mM (R)-Carvon der Hybridenzyme aus NostocER1 mit 

multiplen Loop-Regionen der AcaryoER1 (blau), des AchrOYE4 (rot) oder 

von beiden Spendern (blau-rot). Weitere Assay-Bedingungen: 200 µM 

NADH (v200) oder 500 µM NADH (v500), 0,1 M Na-Phosphatpuffer, pH 7, 

30 °C 
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Abschnitt 6.3.1 ‚Glutamin an Position 30 (Q30)‘ 

Tabelle 12.41: Die in Abbildung 6.17 und Abbildung 6.18 dargestellten spezifischen 

Aktivitäten bei 500 µM NADH (v500) des NostocER1-Wildtyps (Q30) und 

aller Q30-Punktmutanten. Zusätzlich werden die Van der Waals-Radien 

der Aminosäureseitenketten aufgelistet (Richards 1977). Weitere Assay-

Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Tabelle 12.42: Die in Abbildung 6.19 und Abbildung 6.20 dargestellten Daten zu den 

enzymkinetischen Parametern Michaelis-Menten-Konstante (Km), 

maximale Reaktionsgeschwindigkeit (vmax) und katalytische Effizienz (keff) 

der NostocER1 (Q30), der Q30S-Mutante, sowie der Punktmutationen 

Q30A, T, E, Y, M und R. Assay-Bedingungen: 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 

20 – 1200 µM NADH, 10 mM Maleimid, pH 7, 30 °C. 
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Abschnitt 6.3.2 ‚Alanin an Position 57 (A57)‘ 

Tabelle 12.43: In Abbildung 6.21, Abbildung 6.22 und Abbildung 6.23 dargestellte Daten 

der bereitgestellten A57-Punktmutanten der NostocER1. Aufgelistet 

werden die spezifische Aktivität bei 500 µM NADH (v500), die enzymkine-

tischen Parametern Michaelis-Menten-Konstante (Km), maximale Reak-

tionsgeschwindigkeit (vmax) und die daraus ermittelte katalytische Effizienz 

(keff). 
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Abschnitt 6.3.3 ‚Doppelmutationen‘ 

Tabelle 12.44: In Abbildung 6.24 und Abbildung 6.25 dargestellte Daten der kombinierten 

Q30- und A57-Punktmutanten der NostocER1. Aufgelistet werden die 

nicht grafisch dargestellte spezifische Aktivität bei 500 µM NADH (v500), 

die enzymkinetischen Parametern Michaelis-Menten-Konstante (Km), 

maximale Reaktionsgeschwindigkeit (vmax) und die daraus ermittelte 

katalytische Effizienz (keff). 

 

 

12.2.4 Kapitel 7 

Tabelle 12.45: Auflistung der in Abbildung 7.3 und Abbildung 7.4 dargestellten Daten der 

Dihydrocarvon (DHC)-Bildungsraten von ruhenden Ganzzellbiokatalysa-

toren und den entsprechenden geklärten Lysaten. Assay-Bedingungen: 

Vges 10 mL, 700 rpm, 300 mM (R)-Carvon, 450 mM Na Formiat, 3:1 XAD4 

zu Substrat Massenverhältnis, 4,45 - 5,31 g L-1 Biokatalysatortrocken-

masse (BTM)-Konzentration, 0,1 M Na-Phosphatpuffer, 30 °C, pH0 7. 
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Tabelle 12.46: Auflistung der in Abbildung 7.6 gezeigten Daten. Aufgeführt wird die nach 

48 h Prozesszeit auf die Biotrockenmasse (BTM)-Konzentration 

bezogene Enreduktase (ER)-Aktivität, die Aktivität der in Kapitel 6.2.1 

isolierten (gereinigten) ER und das Verhältnis aus beiden Aktivitäten 

(normierte ER-Aktivität). Assay-Bedingungen: 500 µM NADH (v500), 

10 mM Maleimid, 0,1 M Na-Phosphatpuffer, pH 7, 30 °C. Die BTM-

bezogenen Aktivitäten wurden durch die Zugabe der entsprechenden 

aufgeschlossenen und geklärten Zellen erhalten. 

 

 


