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Zusammenfassung

Mikroorganismen sind in der Lage schnell zu wachsen und kdnnen ein breites Spektrum an
Biomolekilen synthetisieren, welches je nach Organismus durch genetische Modifizierung
angepasst werden kann. Durch Prozessoptimierung kénnen viele von ihnen auf Abfallstromen
wachsen und so eine nachhaltige Quelle fur eine Vielzahl von Biomolekilen bilden. Aus
diesem Grund wurden in der folgenden kumulativen Doktorarbeit zwei Erstveréffentlichungen
eingebunden, welche sowohl die Produktion eines hochwertigen Biomolekils (Vitamin Bo)

untersuchen als auch die Basis fur Stamm- und Prozessoptimierungen bilden.

Die Grundlage zur Produktion des Vitamin Bg sind in dieser Arbeit Mikroalgen. Im Allgemeinen
sind Vitamine flir den Menschen essenzielle Nahrstoffe, welche jedoch durch das
Prozessieren von Lebensmitteln oft verloren gehen. Daher ist es wichtig, neue, nachhaltige
Vitaminquellen zu erschlielen, die effizient produziert und flr den menschlichen Verzehr
genutzt werden kénnen. Zu diesem Zweck wurde eine Auswahl von Suflwasseralgen und
Marinen Mikroalgen auf ihre Folatgehalte (Vitamin Bs) hin untersucht. Speziell Picochlorum sp.
zeigte den bis dato hdochsten gemessenen Folatgehalt einer Mikroalge. Zudem wurde erstmals
der Einfluss von limitierenden Bedingungen auf den Folatgehalt in der StiRwassermikroalge
C. sorokiniana mittels eines massenspektrometrischen Stabilisotopen-Verdiinnungstests
analysiert. Die hier gewonnenen Erkenntnisse zeigen, dass Mikroalgen als Zusatze zur

Steigerung von Vitamingehalten in Lebensmitteln und Kosmetika genutzt werden kénnten.

In weiteren Arbeiten zu dieser These wurde die Hydrolasesekretion in der vielversprechenden
oleogenen Hefe C. oleaginosus untersucht, um so molekulare Einblicke in die breite
Substratverwertung dieses Organismus zu erhalten. Die hier gewonnenen Erkenntnisse
dienen als Grundlage fir weitergehende gentechnische Optimierungen dieser neuen
mikrobiellen Lipid-Produktionsplattform. Es wurde bei dieser Untersuchung eine
systematische Analyse der Kohlenhydrataufnahme und -verwertung durchgefuhrt. Hierbei
wurde der Fokus auf den Einfluss verschiedener Di- und Trisaccharide als einziger
Kohlenstoffquelle gelegt. Als Ausgangssubstrate wurden kommerzielle oligomere
Kohlenhydrate ausgewahlt, die aus Glucose-, Galactose- und Fructosemonomeren bestehen.
Diese Substrate dienten in der Folge als Kohlenstoffquelle in C. oleaginosus-basierten
Fermentationsansatzen. AbschlieBRend wurde eine umfassende Proteomanalyse
verschiedener zellularer Fraktionen durchgefuhrt, um die Enzymsysteme zu identifizieren, die
mit den oligomeren Zuckersubstraten interagieren. Die relative Quantifizierung der spektralen
Intensitaten aus nativen Proteomdatensatzen ermdglichte die Identifizierung neuer Enzyme
und lieferte neue Erkenntnisse Uber die Proteinsekretion sowie die molekularen Mechanismen
der an der Spaltung der ausgewahlten Kohlenstoffoligomere beteiligten Carbohydrolasen.

Zusatzlich konnte ein potenzielles Signalmotiv zur Proteinsekretion identifiziert werden.



Abstract

Microorganisms are capable of rapid growth and can synthesize a wide range of biomolecules,
which can be adapted through genetic modification depending on the organism. Through
process optimization, many of them can grow on waste streams, providing a sustainable
source of a wide range of biomolecules. For this reason, two first publications have been
included in the following cumulative doctoral thesis, which provides both the production of a

high-quality biomolecule (vitamin Bg) and the basis for strain and process optimisation.

The basis for the production of vitamin Bg in this work is microalgae. In general, vitamins are
essential nutrients for humans, but they are often lost through food processing. Therefore, it is
important to find new sustainable sources of vitamins that can be efficiently produced and used
for human consumption. For this purpose, a selection of freshwater and marine microalgae
was investigated for their folate (vitamin Bg) content. Picochlorum sp. in particular showed the
highest measured folate content of a microalgae to date. In addition, the influence of limiting
conditions on the folate content in the freshwater microalga C. sorokiniana was analyzed for
the first time using mass spectrometric stable isotope dilution tests. The findings obtained here
show that microalgae could be used as additives to increase vitamin content in food and

cosmetics.

Another point of this work was the investigation of the protein expression of the promising
oleogenic yeast C. oleaginosus. In order to carry out genetic optimizations, an understanding
of the metabolic processes is important. In this work, a systematic analysis of carbohydrate
uptake and utilization was carried out by investigating the influence of different di- and
trisaccharides as sole carbon sources. Goose oligomeric carbohydrates consisting of glucose,
galactose and fructose monomers were selected. C. oleaginosus was cultured in the selected
disaccharides and extensive proteomic analysis of different cellular fractions was performed to
identify the enzyme systems interacting with the oligomeric sugar substrates. Relative
quantification of spectral intensities from raw proteomic datasets enabled the identification of
new enzymes and provided new insights into protein secretion as well as the molecular
mechanisms of the carbohydrolases involved in the cleavage of the selected carbon oligomers.

In addition, a potential signalling motif for protein secretion was identified.
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1 Einleitung

1.1 Mikrobielle Basis-Chemikalien

Mikroorganismen spielen in der heutigen Zeit eine wichtige Rolle bei der Herstellung von
nachhaltigen Produkten. So werden sie in der Lebensmittelindustrie, dem pharmakologischen
und biotechnologischen Sektor oder zur Produktion von Biokraftstoffen der 2. Generation
verwendet, wie der Prozess Sunliquid von der Firma Clariant zeigt." Hierbei zahlt vor allem
das schnelle Wachstum gepaart mit der grofden Variation an potenziell nutzbaren Metaboliten
zu den Hauptvorteilen. Zu ihnen gehdren verschiedenste Stoffe wie Ethanol, Triglyceride,
Vitamine und Sekundarmetabolite (Pigmente, Antibiotika und Terpene), welche flr industrielle
Anwendungen relevant sind (Abbildung 1).23#4 Durch Entwicklung von Prozessen wie der
Herstellung von Bioethanol durch Saccharomyces cerevisiae (S. cerevisiae) aus
Lignocellulose oder der Produktion von Astaxanthin mithilfe von Haematococcus pluvialis
kénnen diese Produkte nachhaltig gewonnen und aufgereinigt werden, um im Anschluss, wie
in Abbildung 1 dargestellt, zur Weiterverarbeitung genutzt zu werden.>*® Ein Beispiel fir die
hierbei gewonnenen Basisstoffe sind zum einen Lipide, welche haufig in Lebensmitteln
Verwendung finden, oder auch Bioethanol, aus dem umweltschonender Treibstoff gewonnen
wird.”® AuBerdem werden aus den extrahierten Proteinen Futterzusatze und aus
Kohlenhydraten bioaktive Stoffe gewonnen.® Der aus diesem Prozess resultierende

Abfallstrom kann in Biogasanlagen zur Gewinnung von Strom und Warme verwendet werden.
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Abbildung 1: Schemata der Gewinnung von Hochwertstoffen aus Mikroorganismen




1.1.1 Triglyceride
Triglyceride gehoren zur Gruppe der Neutralfette. Sie bestehen, wie Abbildung 2 zeigt, aus

einem Glycerinruckrad, welches Uber drei Esterverbindungen mit je einer Fettsaure (Tabelle

1) verbunden ist.
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Abbildung 2: Aufbau eines Tryglycerides

Tabelle 1: Auflistung ausgewéhlter Fettséduren, die in Mikroorganismen vorkommen

Zahl der C-Atome: Trivialname Bruttoformel

Doppelbindungen
C14:0 Myristinsdure C13H27COOH
C14:1 Myristoleinsaure C13H2sCOOH
C16:0 Palmitinsaure C15H31COOH
C16:1 Palmittoleinsaure C15H29COOH
C18:0 Stearinsaure C17H3sCOOH
C18:1 Olsaure C17H33COOH
C18:2 Linolsaure C17H31COOH
C18:3 Alpha-Linolensaure C17H29COOH
C20:0 Arachinsaure C19H39COOH
C20:1 Gadoleinsaure C19H37COOH
C20:4 Arachidonsaure C19H31COOH
C20:5 Eicosapentaensaure C19H29COOH
C22:0 Behensaure C21H43COOH
Cc22:1 Cetoleinsaure C21H41COOH
C22:6 Docosahexaensaure C21H31COOH
C24:0 Lignocerinsaure C23H47COOH
C24:1 Nervonsaure C23H4sCOOH

Aktuell werden die meisten der flr die Chemie-, Lebensmittel- und Pharmaindustrie bendtigten

Lipide auf Basis von pflanzlichen und tierischen Ausgangsstoffen hergestellt. In diesem




Zusammenhang sorgt vor allem die stetig wachsende Nachfrage nach Lipiden fir Non-Food-
Zwecke fur viele Diskussionen.'® So werden in der Européischen Union aktuell ca. 14.000.000t
dieser Fette fir die Produktion von Biodiesel genutzt.!" Zusatzlich belasten weitere Bereiche
wie die Produktion von pharmazeutisch aktiven Lipiden aus Fischen und Krabben unsere
Okosysteme. Diese Problematik kénnte durch die Nutzung von Mikroorganismen zur
Gewinnung von Lipiden teilweise geldst werden, da hierfur Reststoffstrome genutzt werden
kénnen und die Lipidausbeute pro Hektar, verglichen zu herkdmmlichen Quellen, wesentlich
hoher ist.’? Das Fettsaureprofil von natiirlichen Triglyceriden variiert abhangig vom jeweiligen
Mikroorganismus sowie der Anderung der physiologischen Unterschiede.'®'* Dies ermdglicht
eine gezielte Organismenselektion, um das Triglyceridprofil auf den jeweiligen Prozess
abzustimmen. Ein Beispiel fur die Nutzung von Mikroorganismen zur Herstellung von Lipiden
ist die Verwendung von oleogenen Hefen wie Lipomyces doorenjongii und
Cutaneotrichosporon oleaginosus (C. oleaginosus), die Uber 70% w/w an Triglyceriden bilden
konnen.2' Auferdem gibt es Mikroalgen, welche in der Lage sind, mithilfe von Licht und CO,
uber 50% w/w an Triglyceriden ihrer gesamten Biotrockenmasse zu akkumulieren. Diese
photoautotrophen Mikroorganismen kdnnen bis zu 10 mal schneller wachsen als terrestrische

Pflanzen.'?

1.1.2 Vitamine

Vitamine sind essenziell fir die Funktion des Energiestoffwechsels sowie fir die damit
verbundene Zellvitalitat und muassen, da sie vom Korper nicht bzw. nicht im ausreichenden
MafRe synthetisiert werden kénnen, tber die Nahrung aufgenommen werden.'®'” Zusétzlich
fungieren Vitamine im menschlichen Korper als Cofaktoren und werden, wie Abbildung 3 zeigt,

in die fettloslichen und wasserloslichen Vitamine untergliedert.”



Vitamin A
(Retinol)

Vitamin D
(Calciferol)

Fettlosliche Vitamine

Vitamin E
(Tocopherol)

Vitamin K
(Phyllochinon)

Vitamine

Vitamin-B-Komplexe

Vitamin B1 Vitamin BS
(Thiamin) (Pantothensé&ure)
Vitamin B2 Vitamin B9
o . . (Riboflavin) (Folséure)
Wasserldsliche Vitamine Vitamin B3 Vitamin B7
(Niacin) (Biotin)
Vitamin B6 Vitamin B12
(Pyridoxin) (Cobalamin)

SN NN

Vitamin C (Ascorbinsaure)

Abbildung 3: Aufteilung der Vitamine

Es wird gezeigt, dass Vitamine sich in fettlosliche und wasserldsliche Vitamine aufteilen lassen. Zusatzlich werden

Beispiele fir jede der zwei Gruppen genannt.

Die Nachfrage nach Vitaminen steigt aufgrund von Mangelerndhrung, verursacht durch
prozessierte Lebensmittel (z.B. wie Weildbrot) oder die Art der Zubereitung (Erhitzen totet
Vitamine ab), weiter an.’ Um diesem Mangel vorzubeugen, miissen Vitamine extern zugefiihrt
werden.' Hierzu werden meistens vollsynthetisierte Praparate eingesetzt, deren
Biorespiration jedoch limitiert ist. Ein Beispiel flr die gestiegene Nachfrage ist der Absatz von
Vitamin B+2 in Deutschland, welcher im Jahr 2018 verglichen zum Vorjahr um 11,9% gestiegen
ist.”® Um diesen Bedarf auch in Zukunft zu decken und die Produktion gleichzeitig im Vergleich
zur chemischen Synthese von Vitaminen nachhaltiger zu gestalten, missen neue Ressourcen
zur Vitamingewinnung gefunden werden.'® Mikroorganismen werden hierbei oft als Alternative
genannt, da sie in der Lage sind, ein breites Spektrum an verschiedensten Vitaminen zu
synthetisieren.?’° So werden heute schon Milchsaurebakterien fiir die Produktion von Vitaminen
der B-Gruppe verwendet.'® Zusatzlich beschaftigen sich aktuelle Forschungsprojekte mit der
Frage, ob Mikroorganismen sich flir die Produktion von Vitamin Be eignen.?'?> Zudem wird

nach Produktionsstammen fir Vitamin C geforscht.?®



1.1.3 Sekundarmetabolite

Substanzen wie Aminosauren und Proteine sind in Organismen direkt am Energiestoffwechsel
beteiligt. Daher gehoren diese Stoffe zu den primaren Metaboliten und werden uUberwiegend
in der Trophophase gebildet. Alle weiteren Metabolite, welche nicht in direktem
Zusammenhang zum zelluldren Erhaltungsstoffwechsel stehen, werden dem sogenannten
sekundaren Stoffwechsel zugeordnet.?*? Hierbei gibt es einige sekundarmetabolitische
Substanzen, die noch keiner biologischen Funktion zugeordnet werden konnten, andere
wiederum besitzen unterschiedliche Funktionen und wurden unter anderem als Lockstoffe
(Hormone) oder als Stoffe zur Abwehr von Fressfeinden identifiziert.?6 Zu den bekanntesten
sekundaren Metaboliten gehoren Terpene, Phenole und Alkaloide, die teilweise in Prozessen
verwendet werden.?* So werden Pigmente wie Astaxanthin zur Fleischfarbung von Lachsen
dem Futtermittel zugemischt oder Terpene wie Cembratrienol (CBT-ol) als Pflanzschutzmittel
genutzt.?’?® Genau diese wertvollen Metabolite werden im Stoffwechselprozess von
Mikroorganismen synthetisiert und so konnten diese eine 6kologisch nachhaltige Basis zur

Herstellung von Produkten wie Astaxanthin oder Ketoliden sein.?%3°

1.2 Projekt: CO2-Lubricants

Das vom Bundesministerium flr Bildung und Forschung geférderte Projekt CO2-Lubricants
bietet einen moglichen Ansatz zur Weiterentwicklung der zuvor beschriebenen Gewinnung
hochwertiger Stoffe. Zur Bearbeitung wurde eine Gruppe aus mittleren und grofRen
Industriepartnern (Audi, Klliber Lubrication, Subitec GmbH) sowie einem wissenschaftlichen
Partner (TU Minchen) gebildet. Das Projekt hatte zum Ziel, aus CO»-Reststoffstrémen mithilfe
von Mikroorganismen (Algen und Hefen) in einem zweistufigen Prozess verwertbare Ole zu
gewinnen (s. Abbildung 4). Diese wiederum sollten nach ihrer Extraktion aus den
Mikroorganismen zu biobasierten Schmierstoffen weiterverarbeitet werden, welche in Zukunft

weniger nachhaltige Schmiermittel ersetzen sollen.
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Abbildung 4: Schematische Darstellung des COz-Lubricants-Projektes

Zu Beginn des Projektes sollten drei Mikroalgenstdamme identifiziert werden, mit deren Hilfe
ein effizienter Prozess entwickelt werden koénnte. Hierfir mussten die entsprechenden Algen
neben einem schnellen Wachstum auch eine hohe Lipidanreicherung sowie hohe Biomasse-
Konzentrationen erzielen. Zur Algenidentifikation wurde ein breit angelegtes Screening mit
halophilen Mikroalgen, welche aus der ganzen Welt stammten (z.B. Australien und Mexiko),
angelegt. Diese halophilen Mikroalgen sind in der Lage, erhdhte Salzkonzentrationen zu
tolerieren, was wiederum zu einem geringeren Kontaminationsrisiko und einer damit
verbundenen hdheren Prozessstabilitdét fuhrt. Zusatzlich kann durch CO2-Konversion
Kohlenstoffdioxid in Wertstoffe umgewandelt werden. Die Kultivierungsbedingungen der
vielversprechendsten Algen wurden in einem weiteren Schritt speziell auf Biomasse und
Fettgehalt hin optimiert. Hierbei wurden verschiedene Stressfaktoren wie Nitrat- und
Phosphatlimitierungen eingesetzt, da diese, wie haufig in der Literatur beschrieben, zu einer
Akkumulation von Lipiden bei Mikroorganismen flihren.?'3? Die hieraus gewonnenen Daten
und Parameter wurden verwendet, um die Produktion der Algenbiomasse auf einen

industriellen MafR3stab hochzuskalieren.




AnschlieRend wurde die aus diesem industriellen Prozess gewonnene Biomasse gewaschen,
um so die aus der Kultivierung verbliebenen Salze zu entfernen. Diese hatten bei der
folgenden Hydrolyse der Algenbiomasse einen negativen Effekt auf die Aktivitat der
eingesetzten Enzyme und kdnnten diese sogar denaturieren. Ziel der Hydrolyse war es, die
Zellwande der Mikroalgen, welche aus verschiedenen Heteropolysacchariden (Beispiel
Monomere der Polysaccharide: Xylose, Glukose, Galaktose oder Mannose) bestehen, in
monomere Zucker zu hydrolisieren.®® Dies war wichtig, da die oleogenen Hefen, welche im
spateren Verlauf das Algenhydrolysat als Kohlenstoffquelle nutzen sollten, monomere
Kohlenhydrate effizienter verstoffwechseln kénnen. Ein weiterer positiver Nebeneffekt ist die
Freisetzung der Lipide in das Medium, was deren Abtrennung vor der weiteren Verarbeitung
in Schmierstoffe erleichtert. Um den Prozess der Algenhydrolyse hinsichtlich Wirksamkeit und
Kosteneffizienz zu optimieren, wurden verschiedene Enzymgemische aus kommerziell
erhaltlichen Enzymen getestet und das vielversprechendste Gemisch fiir den weiteren
Prozess herangezogen. Nach Abtrennung der Lipide wurde die gewonnene Zuckerldsung zur

Kultivierung der oleogenen Hefe C. oleaginosus verwendet.

Um das Wachstumsverhalten von C. oleaginosus auf Hydrolysaten zu analysieren, wurden
zunachst verschiedene Modellhydrolysate getestet. Ziel sollte, neben einem schnellen
Wachstum, das Erreichen einer Lipidausbeute von Uber 50% w/w sein. Aus diesem Grund
wurden, wie bei der Algenkultivierung, verschiedene Stressfaktoren sowie unterschiedliche
Nahrstoffquellen getestet. Aullerdem sollte durch genetische Optimierung ein hoéherer
Fettgehalt in der finalen Hefebiomasse erzielt werden. Die durch die Mikroalgen- und
Hefekultivierung gewonnenen Fette wurden im Anschluss auf ihre Eigenschaften zur
Schmierstoffherstellung hin untersucht. Des Weiteren wurde ein Schmierstoff hergestellt und
mit etablierten Stoffen verglichen. Dieser wurde schliellich auf die Verwendung in

Automobilen getestet.

1.3 Mikrobielle Produktion von Hochwertstoffen und deren Optimierung
Der folgende Abschnitt gibt einen Einblick in die Produktion von Hochwertstoffen durch

Mikroorganismen.

1.3.1 Mikroalgen

Mikroalgen sind einzellige Mikroorganismen, welche zur Doméane der Eukaryoten zahlen und
zu den frihesten Formen des Lebens gehdren. Nach auf3en besitzen sie eine Zellwand sowie
verschiedene subzellulare Kompartimente, welche durch Membranen raumlich abgetrennt

sind und Organellen bilden. Beispiele von Zellorganellen sind die Chloroplasten. Diese sind



nach der Endosymbiontentheorie durch eine mehrstufige Symbiose einer eukaryotischen Zelle
(Euzyte) mit einem Cyanobakterium entstanden und ermdglichen es den Mikroalgen,
Photosynthese zu betreiben.** Dadurch sind Mikroalgen in der Lage, mittels Sonnenlicht und
dem Kohlenstoffdioxidgas hohere Kohlenstoffverbindungen aufzubauen. Zusatzlich bildet
deren Metabolismus weitere potenzielle Wertstoffe wie Proteine, Triglyceride, Vitamine und

Pigmente.35:36

Diese nachhaltige Produktion eines breiten Spektrums an Substanzen fihrt dazu, dass das
Interesse an deren Gewinnung aus Mikroalgen und der Entwicklung der dafiir notwendigen
Produktionsprozesse in den letzten Jahren stetig gewachsen ist.37:3%3836 Ein weiterer Beleg flr
das wachsende Interesse ist der im Zeitraum zwischen 2018 und 2020 um 8,57% gestiegene
Marktwert der durch Algen gewonnenen Produkte wie Pigmente, Proteine und PUFAS.%
Zusatzlich zeigen Prognosen eine voraussichtliche Zunahme um weitere 22,8% auf 3.451.000
US-Dollar bis zum Jahr 2025.%°

Zu den Hauptverwendungen zahlt die Produktion von Biomasse und Lipiden, welche unter
anderem zur Gewinnung von Biokraftstoffen fir die Automobilitdt genutzt werden, sowie die
Produktion von Vitaminen und Pigmenten fur die Herstellung von Lebensmitteln oder zur
pharmazeutischen Anwendung.“®® Diese grofe Vielfalt an Produkten, gepaart mit dem daraus
folgenden wirtschaftlichen Interesse, flhrt zu einer Intensivierung in der Mikroalgenforschung.
Aus diesem Grund ricken Forschungs- und Entwicklungsfelder wie z.B. die Gewinnung von
Vitaminen und Sekundarmetaboliten durch Mikroalgen immer mehr in den Vordergrund.*’
Hierbei wird versucht, durch Screening von neuen und etablierten Algenstdammen weitere
Produkte zu generieren. So wurde gezeigt, dass Mikroalgen wie z.B. Nannochloropsis oculata
und Trentepohlia aurea (Tabelle 2) Vitamine der Klasse E und C anreichern und so fur deren
Produktion genutzt werden kénnen.*?43 Ein weiteres Beispiel ist die Nutzung der Mikroalge
Haematococcus pluvialis (H. pluvialis), welche groRe Mengen Astaxanthin bilden kann, das
bei der kommerziellen Zucht von Lachs oder Lachsforellen eingesetzt wird.** Hierbei wird die
Mikroalge direkt als Zusatz dem Fischfutter beigemischt und sorgt dafir, dass das von Natur

aus weilke Fleisch der Kulturfische seine fiir die Verbraucher attraktive rote Farbung erhalt.*



Tabelle 2: Ubersicht von Mikroalgen und deren gebildeten Produkten

Es werden verschiedene industrierelevante sowie potenziell in Zukunft wichtige Mikroalgenstdmme und die daraus
zu gewinnenden Produkte sowie deren Nutzen fiir die Industrie aufgelistet. Industrierelevante Stamme sind mit *,

die fiir zukunftige Produktionen wichtigen mit 2 gekennzeichnet.

Mikro- Produkt Nutzen

organismus

Dunaliella salina' Carotinoide, Gesundheitsnahrung,
B-Carotin Nahrungserganzungsmittel,

Futtermittel 46
Chlorella vulgaris® Biomasse Gesundheitsnahrung,
Nahrungserganzungsmittel*+
Haematococcus Carotinoide, Gesundheitsnahrung,
pluvialis’ Astaxanthin Pharmazeutika,

Futtermittelzusatzstoffe 44

Spirulina platensis’ Phycocyanin, Phycocyanin, Biomasse 44
Biomasse

Isochrysis galbana? Fettsduren Tiernahrung 44

Trentepohlia aurea? Vitamin E und C Lebensmittel 43

Lyngbya Immunmodulatoren Pharmazeutika, Ernahrung 47

majuscule?

Chlamydomonas Wasserstoff Biokraftstoff 48

reinhardtii?

Nannochloropsis Vitamin E Lebensmittel 4°

oculata®

Auch Wirkstoffe wie Fucoxanthin, extrahiert aus der Alge Phaeodactylum tricornutum, oder
Immunmodulatoren werden aktuell aus Mikroalgen gewonnen.’® Diese Erweiterung der
Produktpalette soll helfen, den derzeit groRten Nachteil der auf Algen basierenden Prozesse,
die kostenintensive Kultivierung und Aufreinigung, zu minimieren.*' Eine Mdglichkeit ware, die
Prozessfilhrungen durch eine Gewinnung von verschiedenen Koppelprodukten rentabler zu
gestalten. Als Beispiel kdnnten Stoffe wie Lipide und Astaxanthin in einem gemeinsamen
Prozess erzeugt werden, was wiederum zu héheren Erldsen fihren wirde. Ein weiterer Faktor
zur Senkung der Kosten kénnte die Bildungsoptimierung und die damit verbundene héhere
Ausbeute der jeweiligen Produkte durch den verwendeten Organismus sein.%' Hierbei wird vor
allem auf den Einsatz von Stressoren gesetzt, die gewlinschte metabolische Zustande
bewirken, welche zu hoheren Ertragen fiihren konnen.®' Ein bekanntes Beispiel ist die Nutzung

von Nitrat- oder Phosphatlimitierung zur Steigerung des Lipidgehaltes in Mikroalgen.5? Hierbei



wird sich zunutze gemacht, dass viele Mikroalgen unter Entzug von Nitrat oder Phosphat inren

Stoffwechsel umstellen und Speicherlipide anreichern.!

1.3.2 Hefen

Hefen sind vorwiegend einzellige Pilze, die ebenfalls zur Doméane der Eukaryoten zahlen und
deshalb kompartimentiert sind und Zellorganellen besitzen. Die fir die Vermehrung benétigte
Energie kommt aus der Metabolisierung von Kohlenstoffquellen. Eine Besonderheit von Hefen
ist, dass eine Vielzahl von Arten in der Lage ist, fakultativ anaerob zu wachsen. Hierdurch
kénnen sie in Abwesenheit von Sauerstoff niedermolekulare Kohlenstoffverbindungen wie
Ethanol bilden. Zusatzlich bilden sie verschiedenste Substanzen, welche, wie Tabelle 3 zeigt,
schon heute durch industrielle Prozesse in Hochwertstoffe umgewandelt werden kénnen. So
werden Hefen wie Kluyveromyces marxianus (K. marxianus) und Geotrichum candidum (G.
candidum) schon heute zur Produktion von Lebensmitteln wie Kefir und Kase genutzt.>®

Andere Stamme konnen zur Produktion von Ethanol und Isopropanol kultiviert werden.5354

Tabelle 3: Ubersicht von Mikroalgen und deren gebildeten Produkten

Es werden verschiedene Hefestdmme sowie die aus diesen zu gewinnenden Produkte und deren Nutzen fiir die

Industrie aufgelistet.

Mikroorganismus Produkt Nutzen

Kluyveromyces Kefir Laktosefermentation in Kefir

marxianus und Kefirkornern 53
Cremont Kase

Geotrichum candidum Kaseproduktion 33

Saccharomycetes Ethanol, Lebensmittelproduktion,
cerevisiae organische Pharmazie 53

Sauren,

Enzmye

Candida utilis

Isopropanol %4

Chemie Industrie

Komagataella phaffii Lycopene Antitumorwirkung 5°
Yarrowia lipolytica Limonene Geschmacksstoff 56
Xanthomonas Xanthan %7 Verdickungsmittel/
campestris Exopolysaccharid

Dennoch wird stetig daran geforscht, neue Produkte und verbesserte Prozesse zu entwickeln.
Hierbei spielen speziell Lipide eine Rolle, da aus ihnen Produkte wie Polymere, Nutrazeutika,
Chemikalien oder Treibstoffe gewonnen werden kénnen.%® Damit verbunden riickt die Klasse

der oleogenen Hefen in den letzten Jahren in den Fokus. Diese Mikroorganismen sind in der
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Lage, einen hohen Anteil ihrer Zellbiomasse in Form von Lipiden zu akkumulieren.® Hierdurch
kénnen Prozesse kostensparender betrieben werden. Einer dieser Vertreter ist die oleogene
Hefe C. oleaginosus. Diese ist unter nicht nahrstofflimitierten, optimalen
Wachstumsbedingungen unter hoher Zugabe von Sauerstoff in der Lage, mehr als 20% w/w
ihrer Zellbiomasse an Lipiden zu akkumulieren.®® Durch weitere Anpassung der
Prozessparameter kann die Lipidbildung auf bis zu 87% w/w gesteigert werden.’™ Um die
Produktivitat dieser oleogenen Mikroorganismen weiter zu steigern, ist ein Verstandnis der
Zellbiologie elementar. Hierzu zahlen unter anderem die Verwertung neuer Substratquellen,
die Bildung spezifischer Transporter der jeweiligen Kohlenstoffquelle sowie allgemeine
metabolische Reaktionen. Am Beispiel des Modellorganismus Saccharomyces cerevisiae wird
sichtbar, dass durch ein genaueres Verstandnis der Zellbiologie stammspezifische
Optimierungen wie Nahrstoffnutzung oder Informationen zur gentechnischen Optimierung
gewonnen werden konnen.®' Diese Informationen wiederum wurden in zahlreichen
Untersuchungen genutzt, um die Produktivitat von Prozessen dieser Hefe zu verbessern. So
konnten mittels chemischer Mutagenese neue S. cerevisiae—Stamme generiert werden,
welche unter Anwesenheit von Ethanol hohere Wachstumsraten sowie eine gesteigerte
Uberlebensfahigkeit in letalen Ethanolkonzentrationen aufwiesen.®? Des Weiteren wurde die

Hefe durch eine Metabolic-Engineering-Strategie zur Bildung von Milchsaure verwendet.53

Allerdings fehlt diese breite Datenlage in der aktuellen Literatur fir Stamme wie C.
oleaginosus, was eine effiziente Entwicklung von auf ihr basierenden Prozessen verhindert.
Aus diesem Grund muss die Zellbiologie der oleogenen Hefe C. oleaginosus naher und
detaillierter analysiert werden. Die aus einer solchen Untersuchung gewonnen Daten kénnen
im Anschluss zur Verbesserung der aktuellen Prozesse dienen. Auflerdem kdnnen mithilfe

genetischer Optimierungen neue Produktfelder erschlossen werden.

11



1.3.3 Einfluss von Umweltbedingungen auf die Wertstoffproduktion durch
Mikroorganismen

Die von Mikroorganismen produzierten Wertstoffe bzw., wie im Fall von Lipiden, deren
Zusammensetzung konnen durch Veranderung der jeweiligen Prozesseinstellungen variiert
werden. Hierzu zahlen, wie zuvor schon erwahnt, die Auswahl eines geeigneten
Mikroorganismus, die Variation der physikalischen (Ruhrer, Druck und Temperatur) und
chemischen (Medienzusammensetzung, pH-Wert) Eigenschaften sowie deren Optimierung fir
den jeweiligen Prozess.®* Durch Anpassung bzw. Veranderung dieser Parameter kann eine
Steigerung der Produktionsmenge erreicht werden.®* Die folgenden Punkte geben einen
Uberblick Uber die unterschiedlichen Einflussméglichkeiten sowie deren Auswirkungen auf die

jeweilige Produktivitat der Mikroorganismen.

Nahrstoffoptimierung und -limitierung

Zu den Grundnahrstoffen, welche Mikroorganismen an ein Kultivierungsmedium stellen,
zadhlen die sogenannten  Makronahrstoffe  wie  Kohlenstoff-, Phosphor- und
Stickstoffverbindungen, welche die Basis von Kultivierungsmedien fur Mikroorganismen
bilden.®® Zum Beispiel kann durch eine geeignete Wahl der Kohlenstoffquelle das mikrobielle
Wachstum beeinflusst werden. So flihren monomere Zucker wie Glukose, welche schneller flur
den Stoffwechsel zur Verfigung stehen als langkettige Polymere (Cellulose), zu einem
gesteigerten Wachstum. Ein weiterer wichtiger Teil jedes Mediums sind Mikronahrstoffe wie
Eisen, Kalium oder Magnesium.®® Sie werden nur in Spuren benétigt, besitzen jedoch einen

grofRen Einfluss auf den Metabolismus und somit auf das Wachstum von Mikroorganismen.

Aus diesem Grund ist die Nahrstoffoptimierung der erste und fur die meisten Mikroorganismen
der am besten erforschte Schritt. Hierbei wird die Biomasse- oder Produktzunahme unter
Variation der Makro- und Mikrondhrstoffe sowie deren Konzentrationen im
Kultivierungsmedium analysiert. Ziel einer solchen Optimierung ist es, ein Medium zu
entwickeln, in dem der prozessrelevante Stamm eine mdglichst hohe Wachstumsrate, gepaart
mit einer hohen Produktbildung aufweist. So konnte flr den Hefestamm C. oleaginosus gezeigt
werden, dass durch Zugabe verschiedener Nitratquellen zum Medium die Zunahme der
Biomasse gesteigert werden konnte.®® Ebenfalls wurde eine Zunahme der gebildeten

Biomasse durch Variation der vorhandenen Kohlenstoffquellen nachgewiesen.®°

In vielen Fallen wird jedoch ein zweistufiger Prozess bendtigt, der in einem ersten Schritt, wie
beschrieben, eine optimierte Biomasseproduktion gewahrleistet. Der zweite Schritt ist die
Analyse von Nahrstofflimitierungen und deren Auswirkung auf den Metabolismus der

spezifischen Mikroorganismen sowie der damit verbundenen Produktanreicherung. Es konnte
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erreicht werden, dass die Lipidproduktion von Mikroalgen und oleogenen Hefen durch die
Eliminierung von verfugbaren Stickstoff- bzw. Phosphatquellen um einen Faktor von bis zu 2,5
gesteigert wurde.®® Ein weiteres Beispiel ist die Produktionsoptimierung von Astaxanthin durch
die Mikroalgen C. sorokiniana und Tetraselmis sp.®” Hierbei wurde durch Zugabe von Acetat
oder einer Variation des Natriumchloridgehaltes eine hdhere Ausbeute an Astaxanthin

erreicht.?”

Weitere Stressoren

Neben der Optimierung der Nahrstoffquellen gibt es weitere Faktoren, die die Produktivitat von
Mikroorganismen steigern konnen. Hierzu zahlen unginstige Umweltbedingungen wie starkes
Licht, erhdhter Salzgehalt oder Veranderungen der Kultivierungstemperatur. Auch eine
Kombination von verschiedenen Stressoren wird haufig verwendet, um eine spezifische

Produktionsanderung zu erreichen.

So werden Mikroalgen durch Veranderung der Beleuchtungsstarke angeregt, héhere Mengen
an Lipiden zu bilden.588° Zusatzlich kann eine Steigerung der Anfangsbeleuchtung zu einer
spateren Zunahme der Lipidmasse flhren. Fir die Mikroalge Haematoccocus pluvialis konnte
gezeigt werden, dass sie als Reaktion auf Umweltstress groRere Mengen an Astaxanthin zur
Abwehr bildet.”

Jedoch kdnnen im Gegensatz hierzu Stressfaktoren wie Salzstress, toxische Stoffe oder
Veranderungen der Kultivierungsparameter auch hemmend auf die Biomasse- oder
Produktgewinnung wirken. Es konnte gezeigt werden, dass SufRwasseralgen unter Zugabe

von Natriumchlorid ein verlangsamtes Wachstum aufweisen.”

Zudem haben Stressfaktoren einen Einfluss auf den Metabolismus von Hefen. So fuhren
erhdhte Ethanol-Konzentrationen zu einer Veranderung in den Membranen der Hefen. Diese
wiederum sorgt fur eine verminderte Aufnahme von Nahrstoffen und eine damit verbundene
Reduzierung des Zellwachstums.”? Auch der schon bei Mikroalgen beobachtete osmotische
Stress durch Salz fUhrt zu einem verminderten Wachstum der Hefe.”? Im Gegensatz hierzu
kann eine Erhdhung der Temperatur wahrend des Prozesses der Brotherstellung mit S.

cerevisiae zu einer Reduktion der fir den Menschen schadlichen Ochratoxin A flihren.”®
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1.3.4 Genetische Optimierung

Neben der Anpassung des Nahrstoffmediums an den jeweiligen Mikroorganismus sowie der
Produktzunahme durch Anwendung von Stress bilden Eingriffe in das Erbmaterial von
Mikroorganismen eine weitere Moglichkeit der Produktionsoptimierung.” Die gentechnische
Veranderung kann hierbei auf verschiedene Bereiche wirken. So ist es mdglich, durch
Integration von neuen bzw. weiteren Transportsystemen das Spektrum an verwertbaren
Kohlenstoffquellen zu erweitern oder die Substrataufnahme zu steigern.” Dies wurde fir die
Hefe S. cerevisiae gezeigt, welche nach der genetischen Einbringung des Glucose/Xylose-
Faktor Gxf1 aus Candida intermedia in der Lage war, auf niedrigen Xylosekonzentrationen,
verglichen zum Referenzstamm, eine deutlich hohere Wachstumsrate zu erreichen.”® Gleiches
gilt fur die Hefe Yarrowia lipolytica, welche durch Uberexpression des mitochondrialen
Transporters MTT und die damit verbundene optimierte Aufnahme von cis-Aconitsaure eine
gesteigerte Bildung von Itaconséure aufweist.”” Ein weiterer Punkt kann die Einbringung von
neuen Enzymen sowie deren Sekretion sein. Hierdurch kénnen Mikroorganismen auch
langkettige Polymere wie Zellulose extrazellular spalten und die entstehenden Mono- und
Dimere metabolisch verwerten.”® Dies wurde unter anderem mit S. cerevisiae bewiesen, die
nach Einbringung einer Endoglucanase (Trichoderma reesei) und einer B-Glucosidase
(Saccharomycopsis fibuligera) mithilfe von amorpher Zellulose Ethanol produzieren kann.”
Ein weiteres Beispiel ist die oleogene Hefen Lipomyces starkeyi, welche nach der genetischen

Modifikation ebenfalls eine Endoglucanase sekretieren kann.®
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2 Methoden

2.1 Kultivierung der Mikroorganismen

Chlorella sorokiniana (C. sorokiniana)

Die Kultivierung der Mikroalge C. sorokiniana wurde mit BBM-Medium [Bold's Basal Medium]
(Bischoff und Bold, 1963), jedoch wie Tabelle 4 zeigt ohne die Zugabe von organischen
Nahrstoffen, Vitaminen oder komplexen Komponenten, durchgefiihrt." Fir die Anfertigung
des Mediums wurden je Lésung von Stock 1 10 ml und von Stock 2 1 ml pro Liter Medium

genommen.

Tabelle 4: Zusammenstellung des Bold Basal Mediums

Bold Basal Medium

Stock 1 pro 400ml
Natriumnitrat 10g
Magnesiumsulfat 39
Natriumchlorid 19
Dikaliumhydrogenphosphat 39
Kaliumdihydrogenphosphat 79
Calciumchlorid 19
Stock 2 pro Liter
Zinksulfat 8.82¢
Mangan(ll)-chlorid 144 ¢
Molybdan(VI)-oxid 0.71g
Kupfersulfat 1.57¢g
Cobalt(ll)-nitrat 0.49¢
Borséaure 11429
Ethylendiamintetraessigsaure 509
Kaliumhydroxid 319
Eisen(ll)-sulfat 498¢
Schwefelsaure (konz.) 1 ml
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Die Mikroalgen wurden mit einer OD7so von 0,1 inkubiert und fir 14 Tage unter 200 ymol m
s Beleuchtung, sowie einer Begasung von mit 1% CO; angereicherter Luft kultiviert. Nach
Abschluss der 14 Tage wurden den Kulturen Proben entnommen. Aul3erdem wurde im
Anschluss ein Versuch zur Ermittlung der Konzentration an Folat, sowie dessen
Vitamerenverteilung nach Anwendung von Stress untersucht. Hierzu wurden die einzelnen
Kulturen gepoolt und in Chargen ab zentrifugiert. Um den Einfluss von Stressoren zu
analysieren wurden die Mikroalgen osmotischem Stress, Stickstofflimitierung und einer
Verschiebung des Licht Spektrums. Hierzu wurden die Pellets in 200ml frischem BBM-Medium
resuspendiert, welches je nach Ansatz variierte. Der osmotische Stress erfolgte durch Zugabe
von 1% NaCl haltigem BBM-Medium, die Stickstofflimitierung mit NaNO3 freiem BBM-Medium
und veranderten Wellenlangen der Beleuchtung (Griin, Blau/Rosa). Alle Ansatze wurden in

Triplikaten angesetzt und spater gegen eine Kontrolle verglichen.

Oleogene Hefe C. oleaginosus

Fir den Nachweis des Kohlenhydrateinflusses wurde C.oleaginosus in Medium kultiviert,
welches Yeast Nitrogen Base (YNB)(Zusammensetzung siehe Tabelle 5) enthalt. Zusatzlich
enthielt jeder Ansatz 20 g/l der entsprechenden Kohlenstoffquelle. Als Vorkultur wurden 30 ml
glukosehaltige YNB-Losung mit C. oleaginosus angeimpft und fir 24 h inkubiert. Die
Wachstumsparameter betrugen hierbei, wie bei den anschlieRenden Kultivierungen, 120
U/min und 28°C. Nach der Vorkultivierung wurden 500 ml Erlenmeyerkolben mit hohen
Schikanen, welche mit 150 ml YNB-Medium enthielten, mit einer optischen Dichte von 0,1 bei
600 nm beimpft und flr 3 Tage inkubiert. Anschlie®end wurden die Hefezellen flr 7 min bei
6738 g ab zentrifugiert, das Pellet in 150 ml frischen Medium (ohne Kohlenstoffquelle)
resuspendiert und wieder in Schikanekolben geflllt. Es erfolgte eine Zugabe verschiedener
Kohlenhydrate (Glukose (Kontrolle), Cellobiose, Maltose, Lactose, Saccharose und
Trehalose) und eine 2 tagige Kultivierung. Alle Ansatze wurden in biologischen Replikaten

durchgefinhrt.
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Tabelle 5: Zusammenstellung des Yeast Nitrogen Base Mediums

YNB (pH 5.4)
Ammoniumsulfat 5,0 g/l
Kaliumphosphat 1,0 g/l
Magnesiumsulfat 0,5g/l
Calciumchilorid 0,1 g/l
Natriumchlorid 0,1 g/l
Inositol 2,0 mg/l
Borsaure 0,5 mg/l
Niacin 0,4 mg/I

Thiaminhydrochlorid 0,4 mg/l
Pyridoxinhydrochlorid 0,4 mg/l

Calciumpantothenat 0,4 mg/l
Mangansulfat 0,4 mg/I
Zinksulfat 0,4 mg/I
P-Aminobenzoesaure 0,2 mg/l
Eisenchlorid 0,2 mg/I
Riboflavin 0,2 mg/l
Natriummolybdat 0,2 mg/l
Kaliumjodid 0,1 mg/l
Kupfersulfat 0,04 mg/l
Biotin 0,002 mg/I
Folsdure 0,002 mg/I
Folsaure 0,002 mg/I

2.2 Fettsaureanalyse

Um die Lipide der oleogenen Mikroalgen und Hefen mittels Gas-Chromatographie zu
analysieren sind Fettsduremethylester (FAMEs) notwendig. Dies wurde nach der Methode von
Griffiths mit den folgenden Modifikationen durchgeflhrt: Zur Analyse wurden je Probe 10 mg
an lyophilisierter Biomasse verwendet. Der interne Kontrollstandard C17-TAG wurde durch
einen C19-TAG der Firma Sigma Aldrich T4632 (Merck AG, Darmstadt, Deutschland) ersetzt.
Im ersten Schritt wurde die Extraktion der Fettsduren im Eis gekuhltem Ultraschallbecken von
20 min auf 40 min erhdéht um einen besseren Aufschluss zu gewahrleisten. Die anschlieRende
Umesterung mit BF3-Methanollésung wurde mit einem HCL/Methanol-Gemisch (Supleco
17935-Loésung, Merck AG, Darmstadt, Deutschland) durchgefuhrt. In einem weiteren Schritt
wurden die FAMEs mit GC-Grade-Hexan durch zehnsekindiges Vortexen extrahiert. Hierbei
wurden zum besseren Aufschluss Glasperlen hinzugegeben. Nach flnfminGtiger
Zentrifugation mit 1000U/min wurde die Hexanphase entnommen und in ein GC-Gefaly
Uberfhrt. 148

Die Messung wurde mit einer Zebron ™ ZB-Wax-Trennsaule (Phenomenex, Aschaffenburg)

mit einer Saulenlange von 30 m, einem Innendurchmesser von 0,32 mm und einer
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Schichtdicke von 0,25 um durchgeflihrt. Hierbei wurde im Verhaltnis 1:10 Wasserstoff als
Stutzgas und Stickstoff als Make-up-Gas verwendet. Die Temperatur des Injektors wurde auf
240 °C und die des Flammenionisationsdetektors auf 245 °C eingestellt. Die Trennung der
unterschiedlichen FAMES erfolgte Uber einen Temperaturgradienten, wobei die Messung bei
150 °C startete, die Temperatur je Minute um 5 °C erhéht wurde und nach Erreichen der

Endtemperatur von 240 °C fir 6 min gehalten wurde. 8

Im Anschluss wurden die Fettsaureprofile mit einem Shimadzu GC-2025 gemessen, der mit
einem FID-Detektor (245°C) und einem AOC-20i-Autosampler ausgestattet war (Shimadzu,
Kyoto, Japan). Jede Probe wurde auf eine Zebron ZB-WAX-Saule (30 m x 0,32 mm, Dicke
von 0,32 um, Phenomenex, Torrance, USA) bei einer Temperatur von 240 °C und einem
Splitverhaltnis von 1:10 geladen. Der Saulenofen wurde fir 1 min auf 150 °C eingestellt und
erhdhte seine Temperatur (5 °C/m) bis zu einer finalen Temperatur von 240 °C, welche fir 6
min gehalten wurde. Als Tragergas fungierte, mit einer konstanten Flussrate von 35 ml/min,
Wasserstoff 5.0. Die abschlieBende Identifizierung erfolgte Uber eine manuelle Kalibrierung
mit dem externen Standard Marine oil FAME Mix (Restek GmbH, Bad Homburg, Deutschland).
Eine relative Quantifizierung erfolgte durch integralen FID-Signalvergleich nach

Normalisierung und Ausschluss des internen C19-FAME-Standards.'*®

2.3 Proteinextraktion

Zur fraktionierten Analyse der Hefe Proteine (sezernierte, Zellwand assoziierte, intrazellulare)
wurden die C. oleaginosus Zellen zunachst bei 6738 g fur 7 min ab zentrifugiert und durch
anschlieBende Abnahme des Uberstandes die sezernierte Fraktion gewonnen. Zur
Gewinnung der Zellwand assoziierten Proteine wurde das Pellet in 25 ml NaCl mit einer
Konzentration von 150 mM resuspendiert und nach 10-mindtiger Inkubation bei RT mit 20133
g fur 7 min von den Hefezellen abgetrennt. Das Pellet wurde in 15 ml NaCl (150 mM)
resuspendiert und mit einem Hochdruckhomogenisator bei 8 bar aufgeschlossen. Nach
Extraktion der cytoplasmatischen Proteine wurden diese durch Zentrifugation bei 20133g fur
7 min von den Zelltrimmern getrennt. Zur weiteren Probenaufbereitung wurden durch
Filtration mit einem 0,45 pm-Filter in den sekretierten, Zellwand assoziierte und
cytoplasmatische Fraktionen verbleibende Zelltrimmer entfernt, die Proteine mit einer 10%
Trichloressigsaure (v/v) fir 30 min bei 4°C gefallt und durch Zentrifugation bei 20133 g fur 10
min bei 4°C abgetrennt. Im Anschluss wurden die Proteinpellets zweimal mit Methanol HPLC-
Grade) und dreimal mit Aceton (HPLC-Grade) gewaschen und anschlieRend Uber Nacht bei
RT getrocknet. Nach jedem Waschschritt erfolgte eine Zentrifugation bei 20133 g fir 10 min

bei 4°C und der Uberstand wurde stets verworfen. Die getrockneten Proteinpellets wurden
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zum Abschluss in 8 M Harnstoff gelést und die Proteinkonzentration durch Messung der
Absorption bei 260/280 nm bestimmt.'48

2.4 Proteinaufreinigung fir LC MS/MS Analyse

Zur Aufreinigung der Proteine wurden diese auf einer 10%igen SDS PAGE in Gel einlaufen
gelassen und die entstandenen Proteinbanden anschlieRend mit Coomassie Brilliant Blue
eingefarbt. Die nun sichtbaren Banden wurden aus dem Gel geschnitten und die Peptide nach
Shevchenko et al. und Granvogl et al. mit Modifikationen isoliert: Die extrahierten Gelstucke
wurden zerkleinert (<1 mm3) und, um das Coomassie Birilliant Blue vollstandig zu entfernen,
mit Acetonitril gewaschen.828% Danach erfolgte eine Trocknung der Gelstiicke fiir 15 min unter
Vakuum (SpeedVac). Die getrockneten Proben wurden flir 30 min bei 56 °C mit 10 mM
Dithiothreitol und 50 mM Ammoniumbicarbonat reduziert. Nach einem weiteren Waschschritt
mit Acetonitril, wurde eine Alkylierung (55 mM lodacetamid, 50 mM Ammoniumbicarbonat) fir
20 min bei RT durchgefiihrt. Die Alkylierungsldésung wurde durch zwei weitere Waschschritte
mit Acetonitril entfernt und die Proben unter Vakuum fiir 15 min getrocknet (SpeedVac). Die
trockenen Proben wurden unter Zugabe einer Verdauungslosung, welche Trypsin Gold
(Promega: V5280) enthielt, gemal® den Herstellerangaben rehydriert. Der enzymatische
Verdau wurde Uber Nacht bei 37°C unter leichtem Schiitteln durchgefiihrt. Die entstandenen
Peptide wurden durch verschiedene Waschschritte (je 15 min) mit Acetonitril,
Ammoniumbicarbonat und 5% Ameisensaure extrahiert, die gesammelten Lésungen gepoolt
und unter Vakuum getrocknet. Fir die anschlieRende Resuspendierung wurde 1%
Ameisensaure verwendet. Vor der LC-MS/MS Analyse wurden die Proben durch einen 13,3

kDa Spin-Filter gereinigt.'®

LC-MS/MS analysis, protein identification, and quantification

The protein analysis was performed, using a timsTOF Pro mass spectrometer coupled with a
NanoElute LC System (Bruker Daltonik GmbH, Germany), equipped with an Aurora column
250 x 0.075 mm, 1.6 uym (lonOpticks, Australia). The mobile phase consisted of a 0.1% (v/v)
water-formic acid mixture (A) and a 0.1% (v/v) acetonitrile-formic acid mixture (B), which was
added as a binary gradient, at a flow rate of 0.4 yL/min. The gradient concentration started at
2% (v/v) B and was increased to 17% B after 36 min. After a further 18 min, 25 % (v/v) B was
added and again increased to 37 % B, after a further 6 min. After 70 min, the concentration of
B was adjusted to the final value of 95 % (v/v). The oven temperature during the measurement
was 50 °C."48
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The timsTOF pro-mass spectrometer was used in PASEF Mode with the following settings:
mass range 100 — 1700 m/z, ion mobility ramp 0.6 - 1.6 V*s/cm2, 10 MS/MS Scans per ion
mobility ramp (total cycle time 1.16 sec), charge range 0 — 5, active exclusion for 0.4 min, a
target intensity of 20000 and an intensity threshold of 1000. Collision energy was ramped
stepwise, appropriate to the ion mobility ramp, from 20 to 59 eV. The ESI source parameters
were 1600 V for the capillary voltage, 3 L/min N2 as dry gas, and dry gas temperature of 180°C.
The measurements were performed in a positive mode. Mass calibration was done with sodium
formiate cluster and the TIMS was calibrated using Hexais(2,2-difluoroethoxy)phosphazene,
Hexakis(2,2,3,3-tetrafluoropropoxy)phospazene and Chip cube high mass reference (m/z 622,
922 and 1222).8485

2.5 Bioinformatische Auswertung

Die Peptid- und anschliellende Proteinidentifizierung wurde mit der Software PEAKS
(Bioinformatics Solutions Inc., 204-470 Weber St N, Waterloo, ON N2L 6J2, Canada) -8
unter Verwendung der C. oleaginosus-Proteinsequenzen aus der UniProt-Datenbank
durchgefiihrt.®® Die Quantifizierung der relativen Proteinintensitaten wurde als Verhaltnis der
Proteinintensitaten (PEAKS) normalisiert auf die Gesamtproteinintensitaten (PEAKS) aus der
jeweiligen Probe berechnet - drei biologisch unabhangige Messungen (biologische Triplikate).
Fir jedes Protein wurde eine Signifikanzanalyse mit einem Zwei-Stichproben-t-Test
durchgefuhrt. Glykosylierte Peptide aus den sekretierten Fraktionen wurden durch die in
PEAKS implementierten verflUgbaren PMTs identifiziert. Mit den identifizierten Proteinsatzen
(Proteinfraktionen und Kohlenhydrate) wurde eine Schnittmengenanalyse durchgefuhrt, um
reprasentative Gruppen und Venn-Diagramme zu erzeugen (http://www.interactivenn.net,
Stand 14.09.2020)."8

Die Klassifizierung der Proteine in die Gene Ontology (GO) Klassen, Bioprozess, zellulare
Funktion und molekulare Funktion wurde mit der Software OmicsBox (Firma, Version 1.3.11)
unter Verwendung der identifizierten Proteinsdtze (PEAKS) durchgefiihrt. In einem ersten
Schritt wurde eine Blast-Suche gegen die CloudBlast-Datenbank und ein Interpro-Scan auf
CloudIPS durchgefuhrt. AnschlieRend wurden die Proteine gemappt und annotiert, bevor sie

den jeweiligen Klassen zugeordnet wurden.'8

FiUr eine genauere funktionelle Analyse der identifizierten potenziellen Hydrolasen wurden

sequenzahnliche Enzyme mithilfe der Software Swissmodel °-*4 und Uniprot ® identifiziert.
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3 Publikationen

3.1 Zusammenfassung der eingebundenen Publikationen

Microalgae a Superior Source of Folates: Quantification of Folates in Halophile

Microalgae by Stable Isotope Dilution Assay

Der Artikel “Microalgae a Superior Source of Folates: Quantification of Folates in Halophile
Microalgae by Stable Isotope Dilution Assay” wurde am 21.01.2020 im Journal Frontiers in

Bioengineering and Biotechnology veréffentlicht.

Die Autoren Dirk Volker Woortman, Tobias Fuchs und Lisa Striegel sind zu gleichen Teilen an
der Veroffentlichung dieser Arbeit beteiligt und haben zusammen die Arbeit geplant, die

Experimente durchgeflhrt und ausgewertet, sowie das Manuskript geschrieben.

Die Publikation “Microalgae a Superior Source of Folates: Quantification of Folates in Halophile
Microalgae by Stable Isotope Dilution Assay” berichtet von Forschungsergebnissen, die
wahrend eines Mikroalgenscreenings gemessen wurden. Mikroalgen werden immer mehr als
Zusatzmittel in Lebensmittelprodukten gehandelt. Sie gelten auf Grund ihrer Vielzahl an fir
den Menschen wichtigen Inhaltsstoffe, wie Proteinen, mehrfach ungesattigten Fettsauren und
wichtigen Vitaminen, als gesundheitsférdernd. So finden sie heute schon in Produkten, wie
Smoothies oder anderen Lebensmitteln Verwendung. Jedoch mussen die Prozesse in puncto
Kosteneffizienz optimiert werden. Aus diesem Grund wurde der Folatgehalt von halophilen
Mikroalgen untersucht, da diese kostengunstiger in ozeanischem Wasser kultiviert werden
konnten. Da nach aktuellem Stand nur zwei St3wasseralgen fur den menschlichen Verzehr
zugelassenen sind, wurde zusatzlich der Einfluss von Salzstress auf die Folatbildung in
SlURwasseralgen in der Publikation betrachtet. Auflerdem wurden weitere potenzielle
Stressfaktoren, wie Stickstofflimitierung und unterschiedliche Wellenlangen der Beleuchtung
analysiert. Die Veranderung der Wellenlange zeigte im Gegensatz zu der starken Reduzierung
durch Salz- und Limitierungsstress nur geringe Anderungen. Die Analyse der Folatgehalte in
den halophilen Mikroalgen bestéatigte vorangegange Studien und Ubertraf diese durch neue
Stamme, wie Picochlorum sp., welcher 6470 ug/100 g Folat bildete (aktuell héchster
nachgewiesener Wert in Mikroalgen). Zur Analyse der Folatgehalte wurde im Gegensatz zu
vorherigen Studien eine neue HPLC-basierte Methode verwendet. Diese erlaubt eine bessere
Quantifizierung der Folatgehalte. Ebenfalls wurden erstmals massenspektrometrische

Informationen zur genauen Detektion von Folatisomeren in Mikroalgen durchgefihrt.
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Identifying carbohydrate-active enzymes of Cutaneotrichosporon oleaginosus

using systems biology

Der Artikel “Identifying carbohydrate-active enzymes of Cutaneotrichosporon oleaginosus

using systems biology“ wurde am 06.10.2020 im Journal accepted.

Der Autor dieser Arbeit, Tobias Fuchs, hat geholfen die Arbeit zu planen, die Experimente

durchgefiihrt und auszuwerten, sowie an der Anfertigung des Manuskriptes beteiligt.

Die Publikation “ Identifying carbohydrate-active enzymes of Cutaneotrichosporon oleaginosus
using systems biology” berichtet von Forschungsergebnissen, die zur Grundlangenforschung
an der oleogenen Hefe C. oleaginosus durchgefihrt wurden. Hefen sind ubiquitar
vorkommende Mikroorganismen, die zahlreiche Nischen besiedelt haben. Sie sind in der Lage,
verschiedene in ihrem Lebensraum vorhandene Kohlenstoffquellen zu nutzen. Die erfolgreiche
Nutzung hangt dann von der korrekten Erkennung und Verstoffwechselung der nutzbaren
Kohlenstoffquellen durch Aktivierung von Stoffwechselwegen ab. Die Erforschung oleogener
Hefen spielt eine besondere Rolle, da sie, durch ihre Eigenschaft hohe Konzentrationen an
Lipiden zu akkumulieren, fiir viele Prozessentwicklungen interessant sind. Um diese Prozesse
zu optimieren ist ein Einblick in die Kohlenhydrataufnahme und -verstoffwechselung nétig.
Hierzu wurde der Einfluss von verschiedener Di- und Trisaccharide als einziger
Kohlenstoffquelle auf die Proteinregulation von C. oleaginosus detailliert analysiert. Dabei
konnten Wachstums- und morphologische Veranderungen beobachtet werden. Zusatzlich
wurden in dieser Studie sekretierte, zellwandassoziierte und cytoplasmatische Proteine mittels
LC-MS/MS identifiziert. Danach wurden die Verteilung der einzelnen Enzymklassen in den
unterschiedlichen Fraktionen ermittelt. Durch relative Quantifizierung der spektralen
Intensitdten wurden Expressionsregulierungen ermittelt, welche neue Einblicke in die
Proteinsekretion und in die molekularen Mechanismen von Carbo-Hydrolasen geben, die an
der Spaltung von Kohlenstoffoligomeren beteiligt sind. Auf’erdem konnten durch
Sequenzanalysen in diesen Datensatzen mdgliche Motive der Proteinsekretion aufdecken

werden.
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3.2 Publikationen in voller Lange

Microalgae a Superior Source of Folates:
Quantification of Folates in Halophile

Microalgae by Stable Isotope Dilution Assay
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Microalgae a Superior Source of
Folates: Quantification of Folates in
Halophile Microalgae by Stable
Isotope Dilution Assay

Dirk Volker Woortman ', Tobias Fuchs ', Lisa Striegel®’, Monika Fuchs', Nadine Weber?,
Thomas B. Briick™ and Michael Rychlik?%*

" Werner Siemens-Chair of Synthetic Biotechnology, Technical University of Munich, Garching, Germany, 2 Chair of Analytical
Food Chemistry, Technical University of Munich, Freising, Germany, ° Centre for Nutrition and Food Sciences, Queensland
Alliance for Agriculture and Food Innovation, The University of Queensland, Brisbane, QLD, Australia

A multitude of human nutritional supplements based on Chlorella vulgaris biomass has
recently been introduced to the specialty food market. In this study, an analysis of
total folate contents in Chlorella sp. and a series of marine microalgae was conducted
to evaluate folate content in alternative algae-based food production strains. For the
first time, total folate content and vitamer distribution in microalgae were analyzed by
stable isotope dilution assay (SIDA) using LC-MS/MS, which has demonstrated its
superiority with respect to folate quantification. Consistently, high folate contents were
detected in all examined microalgae samples. High folate concentrations of 3,460 +
134 1g/100 g dry biomass were detected in freshly cultivated Chlorella vulgaris, notably
also in other well-researched microalgae strains. To that end, the highest folate content
currently documented for any algae sample was measured in the marine microalgae
Picochlorum sp. isolate with values of 6,470 4+ 167 ng/100 g dry biomass. This calls for
alternative products based on other algae biomass. Our data indicate that freshwater and
marine microalgae provide extremely high concentrations of folates, which warrant further
studies on the regulation of pteroylpolyglutamates in algae as well as on bioaccessibility,
absorption, and retention in humans.

Keywords: stable isotope dilution assay, microalgae, folates, Chlorella, Dunaliella, Picochlorum

INTRODUCTION

With an ever-growing global population and increasing limiting availability of agricultural land,
there is a growing demand for edible biomass that contains high concentrations of macro- and
micronutrients (Tilman et al., 2002; Foley et al., 2011; Lipper et al., 2014). This situation is further
aggravated by climate change effects, which ultimately lead to a shift and total reduction of
agricultural lands (Tilman et al., 2001). Hence, generating nutrient concentrated, edible biomass
on non-agricultural landmass is a pivotal role for a food-centered, future biorefinery approach
(Laurens et al., 2017; Sheppard et al., 2019). To that end, microalgae potentially yield at least
five times more biomass than terrestrial plants on the equivalent land surface and can be
cultivated without the need for freshwater (Benedetti et al., 2018). Therefore, microalgae cultivation
does not compete with terrestrial agricultural activity but can act synergistically to generate

Frontiers in Bioengineering and Biotechnology | www.frontiersin.org 1

January 2020 | Volume 7 | Article 481



Woortman et al.

Microalgae a Source of Folates

concentrated food resources (Vanthoor-Koopmans et al., 2013).
Hence, generating a microalgae-based biorefinery that generates
various performance nutrient outlets, such as proteins, sugars
and polyunsaturated fatty acids can significantly contribute
to meet food demands of future generations (Subhadra and
Grinson-George, 2011). While microalgae-based production of
macronutrients such as sugars and proteins has been elucidated
extensively in the literature, detailed studies on micronutrient,
such as vitamins, which add significant economic and nutritional
value to food-centered microalgae biorefinery, have been limited
(Pulz and Gross, 2004; Draaisma et al., 2013; van der Spiegel
et al., 2013). In that respect, Vitamin B9 (Folate) is of extensive
importance due to its function in human development and
health maintenance. The marine microalgae have recently been
flagged as concentrated food production platforms for human
and animal nutrition due to their high concentration of health-
promoting nutrients, such as proteins and polyunsaturated fatty
acids (PUFAs) (Harun et al.,, 2010; Grosso et al., 2014; Kent
et al,, 2015; Marventano et al., 2015). It has been reported
that high vitamin containing algae biomass could be used to

address malnutrition in populations at risk, which not only
encompass pregnant women with higher nutritional demands,
but also poverty-stricken populations (Pratt and Johnson, 1965;
Brown et al, 1999; Becker, 2003; Christaki et al., 2011).
A multitude of human nutritional supplements based on algae
biomass has recently been introduced. Nevertheless, the often-
cited nutritional value of algae food supplements with respect to
their micronutrient content and bioavailability is still a matter of
scientific debate (Brown et al., 1999; Wells et al., 2017).

Folate vitamins are essential to human nutrition and
necessary for many one carbon metabolic pathways, particularly
in the synthesis of amino acids and nucleotides (Shane,
1989). A deficiency of folates in women before and during
pregnancy is related to an increased prevalence of neural tube
defects (NTDs) in newborns. In contrast to humans, plants
synthesize folates de novo and, therefore, provide dietary folates
for humans. These compounds are accruing in all cellular
compartments, such as mitochondria, cytoplasm, and nucleus,
where they carry out distinct biochemical functions (Selhub,
2002). Folates consist of three different chemical building
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FIGURE 1 | Overview of folate vitamers chemistry (Delchier et al., 2016). Folates are mostly present in the polyglutamated form, which need to be cleaved during
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blocks, i.e., pterin, para-amino benzoic acid (pABA), and
varying numbers of glutamate residues. Depending on the
oxidation state, various C1 substituents, and the polyglutamyl
tail lengths, the most abundant forms in plants are Hyfolate
(tetrahydrofolic acid; 2-((4-((2-Amino-4-o0xo0-5,6,7,8-tetrahydro-
1H-pteridin-6-yl)methylamino)benzoyl)-amino)pentandisdure),
5-CHjs-Hgyfolate (5-methyltetrahydrofolate; (25)-2-[[4-
[(2-Amino-5-methyl-4-oxo-1,6,7,8-tetrahydropteridin-

6-yl) methylamino]benzoyl]Jamino]pentanedioic
5-CHO-Hyfolate (5-formyltetrahydrofolate,
amino-5-formyl-4-oxo-3,6,7,8-tetrahydropteridin-6-
yl)methylamino]benzoyl]Jamino]pentanedioic acid), 10-CHO-
PteGlu  (10-formyl-folate  (2S)-2-[[4-[(2-amino-4-oxo-3H-
pteridin-6-yl)methyl-formylamino]benzoyl]Jamino]pentanedioic
acid), and PteGlu (pteroylglutamate (25)-2-[[4-[(2-amino-4-oxo-
3H-pteridin-6-yl)methylamino]benzoyl]amino]pentanedioic
acid) (Hanson and Gregory, 2002). The structures of folate
vitamers analyzed throughout this study are illustrated
in Figure 1.

Since there is an increased interest in the use of microalgae
as functional food, the quantitative analysis of folates in well-
characterized strains would add significantly to knowledge
about the nutritional composition and value of microalgae.
At present, there is only scattered information about the
total folate content of microalgae biomass. Two publications
presented microbiological assays for quantification with limited
analytical robustness (Brown et al., 1999; Fujii et al, 2010).
Folate quantification by microbiological assays are sensitive,
but the results are biased by choice of the calibrants and
reagents (Ringling and Rychlik, 2017a). Recently, Edelmann
et al. published reliable folate data on commercially available
microalgae using microbiological assay and an UHPLC method
(Edelmann et al., 2019). However, using UHPLC, particular
attention to a complete deconjugation of polyglutamates to
the respective monoglutamates need to be paid as only
monoglutamates can be detected (Ringling and Rychlik, 2017a).
For a direct, reliable, and sensitive analysis, we applied a
mass spectrometry-based stable isotope dilution assay (SIDA),
which has demonstrated its superiority in folate quantification
(Rychlik, 2011). SIDA is based on the application of isotopologic
labeled internal standards, which present almost identically
chemical and physical properties. As pointed out above SIDA
has key advantages such as a complete compensation for losses
of analytes during extraction and for ion suppression during
LC-MS/MS measurements. Folate analysis using SIDA enables
differentiation of the folate pattern (Asam et al., 2009) as well
as the detection of an incomplete deconjugation by LC-MS/MS
(Ringling and Rychlik, 2017a).

This study evaluates the differential folate content of industrial
processed microalgae biomass including fresh biomass and
strains isolated from the environment. We examined the folate
content of lab-grown microalgae, in particular also marine
microalgae as these organisms display higher process robustness
in extreme saline media, and can be cultivated on non-arable
land using sea, brackish or wastewater (Schenk et al., 2008).
Additionally, it prevents culture instability in open pond reactor
systems as many terrestrial contaminants, such as bacteria and

acid),
2-[[4-[(2-

filamentous fungi, cannot thrive in this medium (Rothschild
and Mancinelli, 2011). Therefore, the large scale halophilic algae
cultivation potentially shows better economic and ecological
benchmarks than its freshwater equivalents (Schenk et al.,
2008; Apel and Weuster-Botz, 2015). At present, there is little
literature evidence of the nutritional value, specifically focused
on folate production and vitamers with respect to halophilic
algae strains (Kay and Barton, 1991; Brown et al., 1999; Fujii
et al, 2010; Wells et al., 2017). We hypothesize, that in
general halophilic green microalgae contain higher excess of
folates compared to terrestrial, folate containing food sources,
such as rice, strawberries and liver. In this context, it is
noteworthy that there is currently no systematic study that
elucidates algae strains with a specific analytical procedure that
can distinguish folate vitamer species. Moreover, it has not
been elucidated yet if processed biomass retains high folate
contents compared to its freshly harvested counterpart. Thus,
we analyzed total folates contents in freshwater and marine
microalgae by SIDA using LC-MS/MS and examined the effects
of different industrially applied cultivation conditions on total
folate content.

MATERIALS AND METHODS

Commercial Grade Food Supplements
Biomass was sampled from algae food supplement products
obtained from Terra Elements GmbH, Munich, Germany
(Chlorella  vulgaris) and Feelgood Shop BV, RK Venlo,
Netherlands (Chlorella vulgaris). A single batch analysis
was performed. The products were bought as dried powders and
analyzed unprocessed.

Cultured Reference Strains

Reference microalgae strains found in Table 1 were obtained
from the Sammlung von Algenkulturen der Universitit
Gottingen (SAG) and the Culture Collection of Algae and
Protozoa (CCAP). Sample strains were transferred and adapted
under sterile culture conditions to growth media.

Cultured Isolated Strains

Isolated microalgae strains were enriched and purified from
Australian environmental samples obtained in August 2014
by Thomas Brueck and coworkers under permission of
the Australian government. Preparation of repeated serial
dilution cultivations resulted in unialgal cultures after sampling.
Maintained unialgal cultures were checked for purity by
microscopy (Zeiss AxioLab, Carl Zeiss AG, Oberkochen,
Germany) and in high throughput by fluorescence-activated cell
sorting analysis (Biorad S3 Sorter, Bio-Rad Laboratories, Inc.,
Hercules, USA).

Microalgae Cultivation

All reference and isolated microalgae samples were cultured
in 500 ml Erlenmeyer flasks with a fill volume of 200 ml in
New Brunswick Innova 44 series shakers (26°C, 120 rpm)
fitted with light emitting diodes (Future LED GmbH, Berlin,
Germany) (Figure S1). The cultures were inoculated with
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TABLE 1 | Overview of analyzed microalgae biomass.

Genus; species; strain

Origin [country, place (CC ID)]

GPS coordinates (DMS) Medium NaCl content (w/v)

COMMERCIAL GRADE FOOD SUPPLEMENTS
Chilorella vulgari

Chlorella vulgaris

CULTURED REFERENCE STRAINS
Chilorella vulgaris

Porphyridium purpureum

n.a. (SAG 211-12)

UK, Brixham (CCAP 1380/3)
Microchloropsis salina

CULTURED ISOLATED STRAINS
Picochlorum sp. isolate

Dunaliella salina isolate

Australia, Salt Creek
Australia, Salt Creek
Australia, Salt Creek
Australia, Brisbane River

Tetradesmus sp. isolate
Chlorella sp. isolate

UK, Isle of Cumbrae (SAG 40.85)

Feelgood Shop BV, Venlo, Netherlands

Terra Elements GmbH, Munich, Germany n.a. n.a. n.a.
n.a. n.a. n.a.
n.a. BG11 0%
n.a. ASW 3%

N 055° 46.081", W 004° 55.18464 BG11 3%

S 036° 09.6874', E 139° 38.8328' ASP-M 5%

S 036° 09.6874, E 139° 38.8328" J/1 5%
S 036° 09.6874, E 139° 38.8328 BG11 3%
n.a. BBM 0%

n.a., not available; NaCl, Sodium chloride; CC ID, Culture collection identification; DMS, Degrees-Minutes-Seconds.

fresh cultivars at a starting optical density of 0.1 (OD7s9). A
constant visible sunlight spectrum approximation illumination
at a Photosynthetic Photon Flux Density (PPFD) of 200
pmol m~2 s7! was applied. Individual aeration with 1%
v/v CO; enriched air was controlled by a DASGIP® MX
module (Eppendorf AG, Hamburg, Germany). A constant
gas flow equivalent to 6 head volume exchanges per hour
was applied. After 14 days of cultivation, the resulting algae
biomass was harvested by centrifugation (2,450 x g, 5min).
No washing steps were applied. Subsequently, the frozen pellet
(—80°C) Chilorella sp. isolate was freeze-dried for 24 h. Dried
samples were sealed under nitrogen-enriched air, subdued
light and stored at —80°C until further processing. Moreover,
the analysis of folate content and vitamer distribution after
14 days of cultivation and subsequent 24-h osmotic stress,
nitrogen limitation and light spectrum shift was studied. A
batch of 15 Erlenmeyer flask cultures where combined after 14
days. The homogeneous culture was pelleted by centrifugation
(2,450 x g, 5min) in individual batches and re-suspended in
BBM medium for the control, green light and blue/pink light
groups in triplicates. Nitrogen limited conditions were initiated
by resuspension in NaNOj3 free BBM media. Osmotic stress
was initiated by resuspension in 1% NaCl containing BBM
media. After 24h the cultures were harvested and stored for
folate analysis as described above. LED spectrum is shown
in Figure S2.

All cultivation media were prepared sterile. The microalgae
media BG11 [Blue-Green Medium] (Allen, 1968), J/1 [Johnson’s
media] (Allen, 1968), ASW [Artificial Seawater] (Allen and
Nelson, 1910), ASP-M [Artificial Seawater medium by Provasoli]
(Provasoli et al, 1957) and BBM [Bolds Basal Medium]
(Bischoff and Bold, 1963) were prepared as published, but
without organic nutrients, vitamins or complex components;
all media recipes where adapted accordingly and obtained
from: BGIl1l and J/1 (Borowitzka and Borowitzka, 1988);
BBM, ASW and ASP-M (Anderson, 2005). The salinities
were adjusted by the addition of sodium chloride as listed
in Table 1.

Phylogenetic and Fatty Acid Profile

Characterization of Analyzed Biomass
Genomic DNA extracts were prepared using the InnuPrep plant
DNA extraction kit (Analytic Jena AG, Jena, Germany, 845-
KS-1060050). 18S rDNA amplification by PCR (Eppendorf AG,
Germany, Mastercycler nexus) was conducted using the primers
EukA (21F) (5'- AACCTGGTTGATCCTGCCAGT-3') (Medlin
et al, 1988) and EukB (1791R) (5'-TGATCCTTCTGCAGG
TTCACCTAC-3") (Medlin et al., 1988). The purified amplicons
were sequenced by capillary sequencing (Eurofins Genomics
GmbH, Ebersberg, Germany). The reads were searched against
the GenBank database by the BLASTn (Altschul et al.,, 1990)
algorithm. The nearest ancestral microalgae sequence hits of
isolates were used for the lineage assignments. The phylogenetic
tree was built with Geneious Tree Builder (Biomatters Ltd., New
Zealand, Geneious software version 11.1.3). 18S rDNA data was
included from deposited reference strains which are obtainable
from SAG, UTEX, CCAP.

The Fatty Acid Methyl Esters (FAME) were prepared
according to reported methods applied to microalgae biomass
with the following modification (Griffiths et al., 2010): 10 mg
lyophilized biomass of each sample was used; the internal
standard C17-TAG was replacement by C19-TAG Sigma Aldrich
T4632 (Merck AG, Darmstadt, Germany). Initial extraction with
GC grade toluene was assisted by sonification for 40 min in an
ice bath. BF3 methanol was replacement by a HCl/Methanol
Supleco 17935 solution (Merck AG, Darmstadt, Germany). After
transesterification FAMEs were extracted with GC grade hexane
by vortexing with glass beads for 10 s at RT. After centrifugation
for 5min at 1,000 rpm, the hexane phase was transferred to GC-
vails. The fatty acid profiles were measured with a Shimadzu GC-
2025 equipped with a AOC-20i autosampler and FID detector
(245°C) (Shimadzu, Kyoto, Japan). For each sample, 1 pl was
injected with a split ratio of 1:10 at a temperature of 240°C
and loaded on a Zebron ZB-WAX column (30m x 0.32mm,
thickness of 0.32 jum, Phenomenex, Torrance, USA). The column
oven temperature was set to 150°C for 1 min, a ramp of 5°C/min
increased the temperature to a final target of 240°C. Thereafter
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holding the final temperature for 6 min. Hydrogen 5.0 was used
as carrier gas at a constant flow rate of 35 ml/min. Identification
of peaks was done by manual calibration with the external
standard Marine oil FAME Mix (RestekGmbH, Bad Homburg,
Germany). A relative quantification was done by integral FID
signal comparison after normalization and exclusion of the
internal C19 Fame Standard.

Folate Content and Isoform Distribution

Analysis on Microalgae Biomass

For the folate stable isotope dilution assay analysis, the complete
information about chemicals, standards, and preparations of
solutions as well as validation of the method can be obtained from
a previous publication (Striegel et al., 2018b). Briefly, LODs of all
analytes were in the range of 0.17 and 0.33 g/100 g, and LOQs
in the range of 0.51 and 0.96 pg/100 g. Inter-injection precision
was between 1.96 and 4.46%, intra-day precision between 2.44
and 4.60%, and inter-day precision between 3.04 and 5.06%.
10-CHO-PteGlu was quantified using [13C5]-5-CHO-Hyfolate as
internal standard. The LODs and LOQs were estimated using
the response factor of 5-CHO-Hjyfolate as a reference value. We
calculated a LOD of 0.14 g/100 g and a LOQ of 0.40 .g/100 g.
All results given in the results and discussion section are based on
dry biomass.

Sample Preparation for the Folate Analysis

of Algae Biomass

The sample extraction was performed under subdued light.
Briefly, the freeze-dried algae samples were finely grounded using
amortar and pestle. Ten milligram of resulted biomass were used
for each extraction. After addition of 10 ml buffer (200 nmol/l
2-(N-morpholino)ethanlsulfonic acid hydrate (MES), 114 nmol/l
ascorbic acid, 0.7 nmol/l DTT, pH 5.0) internal standards (["3C5]-
PteGlu, [!3Cs]-Hyfolate, [>Cs]-5-CHj3-Hyfolate, and ['3Cs]-5-
CHO-Hyfolate [used for quantitation of 5-CHO-Hyfolate and
10-CHO-PteGlu)] were added to samples in equal amounts
(0.004-0.5 nmol) to the anticipated respective analyte content.
For deconjugation, an adjusted amount of 1ml rat serum
(used without dilution; endopeptidase used for deconjugation
of diglutamates to monoglutamates) and 2 ml chicken pancreas
suspension (1 g/l in phosphate buffer (100 mmol/l, 1 g/l
ascorbic acid, pH 7); exopeptidase used for deconjugation of
polyglutamates to the respective diglutamates) were added, and
the samples were incubated overnight for a minimum of 12h
in a water bath at 37°C. After a 10 min boiling step, samples
were cooled on ice and transferred into plastic centrifuge tubes
with additional 10 ml acetonitrile. After centrifugation (20 min,
4,000 rpm, 4°C), the extracts were applied to a solid-phase
extraction (SPE) clean-up using strong anion-exchange (SAX)
cartridges (quaternary amine, 500 mg, 3 ml). In short, cartridges
were activated with two volumes of methanol, equilibrated with
3 volumes of buffer [10 mmol/l phosphate buffer (consisting
of 100 mmol/l sodium hydrogen phosphate and adjusting the
solution with 100 mmol/l dipotassium hydrogen phosphate
to pH 7.0) was mixed with 1.3 mmol/l DTT], extracts were
completely applied, and cartridges were washed again with 3

volumes of buffer for equilibration and run dry. The folates
were eluted using 2ml of buffer for elution (5% sodium
chloride, 1% ascorbic acid, 100 mmol/l sodium acetetate,
and 0.7 mmol/l DTT), membrane filtered, and measured
by LC-MS/MS.

LC-MS/MS

Chromatography was carried out on a Shimadzu Nexera X2
UHPLC system (Shimadzu, Kyoto, Japan) with a Raptor ARC-
18 column (2.7pum, 100 x 2.1 mm, Restek, Bad Homburg,
Germany) and a Raptor ARC-18 precolumn (2.7 um, 5 X
2.1 mm, Restek, Bad Homburg, Germany) as a stationary phase
that was kept at 30°C. The mobile phase consisted of (A)
0.1% formic acid and (B) acetonitrile with 0.1% formic acid
delivered as a binary gradient at a flow rate of 0.4 ml/min.
Gradient concentration started at 3% B and raised linearly
to 10% within the next 2.5min and held at 10% for further
2.5min. Then, the concentration went up to 15% B within
5min and then to 50% within 1min, followed by holding at
50% B for 1 min. Within 1min, the concentration returned to
3% B and was equilibrated for 4min. The injection volume
was 10 pl.

The LC was interfaced with a triple quadrupole mass
spectrometer (LCMS-8050, Shimadzu, Kyoto, Japan). It was
operated in the positive ESI mode for all analytes. The specified
settings are also described previously (Striegel et al., 2018b).
Data acquisition was performed with LabSolutions software 5.8
(Shimadzu, Kyoto, Japan). The ion source paramaters were set
as follows: heat block (400°C), dilution line (250°C), interface
temperature (300°C), drying gas (10 1/min), heating gas (10
1/min), nebulizing gas (3 1/min), collision-induced dissociation
gas (270 kPa), and interface voltage (4 kV), respectively.
MS parameters were listed in the previously published paper
about the method validation. The mass spectrometer was
operated in the multiple reaction monitoring (MRM) mode for
MS/MS measurements.

Statistical Evaluation

All folate results are means of technical triplicates + standard
deviation. The received values were tested for normal distribution
with the test of Kolmogorov-Smirnov and were tested for outliers
by the test of Dixon. A significance test was carried out by the T-
test after applying the F-test for heteroscedasticity. The level of
statistical significance was set to p < 0.05.

RESULTS

Within this project, a series of freshwater and marine microalgae
were analyzed for their total folate content and vitamer
distribution by SIDA based on dry biomass. For all cultured
microalgae strains, we validated the lineage assignment by
sample-specific fatty acid profiles and 185 rDNA sequence
identity. To reflect on the analyzed diversity, we included
a phylogenetic tree with reference strains from UTEX, SAG
and CCAP collections. The construction of the phylogenetic
tree (Figure 2) indicates a clustering according to the samples
previous lineage assignments or reference. The 18S rDNA
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sequences of isolated microalgae strains are deposited in the
NCBI database, and the accession numbers are listed in Table 1.
The reference and environmental microalgae strains cluster with
the reference Chlorophyta strains, nearest relatives obtainable
from popular culture collections can be deduced from the
phylogenetic tree shown in Figure2. For enhanced strain
validation and culture status, we determined the fatty acid profile
(Table 2). All isolated and deposited microalgae samples showed
similar fatty acid profiles as reference data (Lang et al., 2011).
The red algae P. purpureum showed a previously observed 41.9%
eicosatetraenoic acid content in total transesterified lipid extracts.

Consistently, high folate contents were detected in all algae
biomasses samples, in the range between 539 4 150 pg/100g
and 6,470 £+ 167 pg/100g. The commercial reference food

supplements showed high folate contents of 1,690 £ 17.3
Lg/100 g (Supplement 1) and 2,450 = 52.1 ug/100 g (Supplement
2), respectively. For the cultured reference Chlorella vulgaris
(SAG211-12) biomass a folate content of 3,460 + 134 1g/100g
was detected. The highest overall total folate content was
observed in Picochlorum sp. isolate with a very high value of
6,470 == 167 pug/100 g in dry biomass thus revealing a significantly
higher [p < 0.05, n =1 (biological)] total folate content compared
to all other samples. The lowest total folate content was observed
in P. purpureum biomass with a value of 539 & 150 ng/100g.
The folate contents analyzed in microalgae are graphically shown
in Figure 3 (left), and the detailed values are listed in Table 3.
Moreover, we differentially analyzed the main vitamers
present in food encompassing PteGlu, Hyfolate, 5-CHj3-Hyfolate,

_: Porphyridium aerugineum CCAP 1380/4
Porphyridium aerugineum SAG 43.94

Porphyridium sordidum CCAP 1380/6
Porphyridium purpureum UTEX 637
Porphyridium purpureum CCAP 1380/3
Nannochloropsis oculata CCAP 849/7
Nannochloropsis limnetica SAG 18.99
Nannochloropsis oceanica CCAP 849/9
Nannochloropsis gaditana CCAP 849/5
Microchloropsis salina CCAP 849/3
Microchloropsis salina CCAP 849/2
Microchloropsis salina CCAP 849/4
Microchloropsis salina SAG 40.85

Scenedesmus sp. CCAP 217/7

Scenedesmus sp. CCAP 217/8
Tetradesmus obliquus UTEX 1450
Tetradesmus obliquus CCAP 276/3A
Tetradesmus obliqguus UTEX 72

Tetrad sp. isolate
Dunaliella salina SAG 42.88

Dunaliella salina CCAP 19/3
Dunaliella salina UTEX 200
Dunaliella salina SAG 19-3
Dunaliella salina UTEX 1644
Dunaliella salina isolate
Dunaliella salina UTEX 2538
Dunaliella salina CCAP 19/30
Dunaliella salina CCAP 19/30
Dunaliella salina CCAP 19/18
Picochlorum atomus CCAP 251/7

Picochlorum sp. isolate
Picochlorum sp. UTEX 2378
Picochlorum sp. UTEX 2491
Chlorella sorokiniana SAG 211-31
Chlorella sorokiniana UTEX 1230
Chlorella vulgaris CCAP 211/11F
Chlorella sp. isolate

Chlorella sorokiniana SAG 211-8k
Chlorella vulgaris UTEX 395
Chlorella vulgaris UTEX 259

0.02

Mo

FIGURE 2 | Phylogenetic tree of isolates and reference strains 18S rDNA data build by Geneious Tree Builder [Geneious 11.1.3 (https://www.geneious.com)].
Visualization of global alignment and Neighbor-Joining with 93% similarity cost matrix using the Tamura-Nei distance model.

Chlorella vulgaris CCAP 211/11B
Chlorella vulgaris SAG 211-11b
Chlorella vulgaris CCAP 211/81
Chlorella vulgaris CCAP 211/82
Chlorella vulgaris CCAP 211/80
Chlorella vulgaris SAG 211-12
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TABLE 2 | Fatty acid composition of microalgae samples by GC-FID analysis.

Fatty acid methyl esters (FAME) [%] Cc16:0 C16:1 Cc18:0 C18:1 C18:1 C18:2 C18:3 C20:4 C20:5 18S rDNA accession number
CULTURED REFERENCE STRAINS
Chlorella vulgaris SAG 211-12 24.2 9.1 Trace 5.7 Trace 25.1 34.6 ND ND MK971791
Porphyridium purpureum CCAP 1380/3 26.8 Trace Trace 2.6 Trace 16.8 ND 41.9 8.9 MK971789
Microchloropsis salina SAG 40.85 34.1 5.7 Trace 8.7 Trace 40.7 7.6 ND ND MK971790
ISOLATED STRAINS
Picochlorum sp. isolate 35.9 Trace 1.7 16.8 Trace 23.1 19.5 ND ND MK973100
Dunaliella salina isolate 23.0 9.3 1.0 7.8 1.6 25.3 30.1 ND ND MK973098
Tetradesmus sp. isolate 31.4 1.0 Trace 26.1 1.1 23.0 13.2 ND ND MK973099
Chlorella sp. isolate 24.3 Trace Trace 7.2 1.8 23.4 31.4 ND ND MN365023
ND, not detected; Trace <1%.
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FIGURE 3 | (Left) Total folate content of food supplements, fresh cultured biomass, and isolated strains normalized by dry cell weight (dcw) biomass. (Right) Average
folate vitamer distribution of the analyzed microalgae.

5-CHO-Hyfolate, and 10-CHO-PteGlu. The average vitamer
distribution is shown in Figure3 (right), and a detailed
distribution is listed in Table 3. The main vitamers were 5-CHj-
Hyfolate (5.43-70.1%) and 5-CHO-Hyfolate (18.6-80.9%). The
minor vitamers were 10-CHO-PteGlu (1.19-12.6%), Hyfolate
(0.54-21.2%), and the fully oxidized PteGlu (0.07-13.3%).
5-CHj3-Hafolate was the main vitamer in Tetradesmus sp. isolate,
Microchloropsis salina SAG 40.85, Chlorella vulgaris SAG 211-12,
and the Picochlorum sp. isolate.

Microalgae cultivation often requires product accumulation
measures to increase obtainable yields in a technical scale.
Particularly, effects of osmotic stress in case of pigment
production and nitrogen limitation in case of lipid production
are utilized (Borowitzka et al., 1990; Wang et al., 2019). The
model microalgae Chlorella sp. isolate was used in an additional
experiment to evaluate effects of widely applied stressors during
late cultivation stages. Osmotic stress for 24h did have a
significant negative effect [p < 0.05, n = 3 (biological)] on

total folates in Chlorella sp. isolate (Figure4). Also, nitrogen
limitation resulted in reduced [p < 0.05, n = 3 (biological)]
detectable total folate contents. In contrast, light spectrum shift
did not show differences on total folate. The detailed values and
illumination conditions are shown in Table S1.

DISCUSSION

In this study, an analysis of the total folate content of a genetically
defined microalgae series with a focus on halophilic Chlorophyta
has been carried out. We measured very high total folate
contents in all analyzed microalgae samples. The cumulative data
indicate that microalgae can serve as a concentrated source of
natural folates in form of food supplement products for folate-
deficient populations. However, the set of analyzed microalgae
species showed high variations in total folate, giving room
for process and strain optimization toward concentrated algae
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TABLE 3 | The folate content and vitamer distribution of selected microalgae strains, calculated as PteGlu in [;Lg/100 g].

Genus; species; strain 5-CHj3-H,folate 5-CHO-H,folate 10-CHO-PteGlu Hjfolate PteGlu Total folate content
COMMERCIAL FOOD SUPPLEMENTS
Chlorella vulgaris (Supplement 1) 397 £11.6 1010 + 17.3 119 + 1.81 60.6 + 6.41 108 + 7.86 1690 + 17.3
Chlorella vulgaris (Supplement 2) 631 +82.7 1510 £ 65.8 132 £7.58 102 £17.9 73.3 £2.53 2450 + 521
CULTURED REFERENCE STRAINS
Chlorella vulgaris SAG 211-12 2420 £ 47.8 643 + 4.29 168 + 83.9 216 + 13.6 7.96 + 3.88 3460 + 134
Porphyridium purpureum CCAP 1380/3 191 £40.3 137 £ 28.4 67.7£75.0 71.0+28.4 715+ 4.74 539 £+ 150
Microchloropsis salina SAG 40.85 3050 + 50.0 1060 + 50.0 772+ 455 147 £ 2.50 23.2+1.45 4360 + 5.60
CULTURED ISOLATED STRAINS
Picochlorum sp. isolate 4020 + 8.87 1990 + 124 76.9 £10.8 285 £ 73.0 96.4 £ 22.1 6470 + 167
Dunaliella salina isolate 847 £ 33.7 3960 + 48.0 255 £+ 28.6 269 £ 43.3 39.8 £23.5 5370 + 129
Tetradesmus sp. isolate 1410 £ 8.62 731 +£14.5 82.3+1.48 306 + 4.54 67.0 + 0.68 2590 + 9.59
Chlorella sp. isolate 718 £99.9 832 £+ 82.3 38.6 +£4.93 407 £+ 40.3 1.40+0.70 2000 + 66.6
i i : : ' . relatively high folate content, which however was only half
2400 ' ' ' ' ' of the total amount detected in cultured Chlorella vulgaris.
1 = ;?é%%?ﬁi‘fe:;’;‘; Chlorella biomass has gained industrial attention in the past
2200+ [ 5-CH3-Hdfolate ] due to their generally regarded as safe (GRAS) status declared
1 ?;g’ll:‘e 1 by the U.S. Food and Drug Administration (FDA). This GRAS
g 2000+ ] status renders novel food approval of these products unnecessary
. ] ] and allows a rapid market rollout of these products. While our
o 18004 - . o . ) .
Py | | isolated halophilic algae strains Dunaliella sp. and Picochlorum
g 16004 i sp. displayed significantly higher folate yields than Chlorella,
& 1 1 the regulatory barriers for novel food would delay their market
g 1400+ - entry despite their excellent nutritional content. What is more,
2 1 1 the biomass of the Picochlorum sp. isolate showed a total folate
3 1200 7 content of 6,470 g/100 g, which is currently the highest total
?g 1 000_' i folate content detected in algae. This results further emphasizes
s | | the importance of halophilic microalgae as an excellent source
S 800 i of micronutrients. Previous publications reported total folate
2 ; . contents within the same order of magnitude as our results.
E 600 . Brown et al. analyzed the vitamin content of four Australian
1 1 microalgae, inter alia Nannochloropsis sp., Pavlova pinguis,
400 ] Stichococcus sp., and Tetraselmis sp. (Brown et al., 1999). The
200_- i latter authors detected folate concentrations ranging between
| | 1,700 and 2,600 p.g/100 g. Microalgae collected in Japanese ponds
0 (s EEEEN NN NS BN were found to contain total folate contents in a range between
§ 8§ g .é?% ‘_§ 1,500 ar.1d 3,600. ug/lOQg in 'dry F)iom'ass (Fujii et al, 201'0).
IS § S & N As previous studies applied microbiological assays to determine
S g O?b '§° '\§ the folate content, they were not able to determine the folate
& N § qu? pattern. Recently, Edelmann et al. analyzed various commercially
<§\r 2 .go available microalgae powder using microbiologial assays and
< an UHPLC methods to differentiate between different vitamers
FIGURE 4 | Total folate content and vitamer distribution after conditional (Edelmann et al,, 2019). The group found in average signiﬁcantly
changes applied for 24 h in triplicates. Chlorella sp. isolate cultivations show higher total folate contents in Chlorella (2,500-4,700 j1g/100 g)
reduced folate content when exhibited to osmotic stress and nitrogen and Nannochloropsis gaditana (2,080 g/100g) compared to
Iimitation. Light wavelength changes did not affect folate contents when Spirulina (250_470 ug/lOO g)_ The reviewed amounts of Chlorella
shifted for 24 h. . . .
agree with the folate contents in this study.

food products. As a reference to our cultivated algae species,
we measured the folate content of commercial, algae food
supplement products based on Chlorella biomass. Interestingly,
the industrially processed dried Chlorella biomass retained a

Furthermore, we found 5-CHj3-Hyfolate and 5-CHO-Hyfolate
as the main vitamers in all algae isolates studied, which is in
accordance with Edelmann et al. (2019). The latter authors also
quantified 5,10-CH ™ -Hyfolate and found not negligible amounts
of this vitamer in Spirulina samples. This vitamer should be
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included in future analysis of microalgae. As previous studies
applied microbiological assays or UHPLC methods to determine
the folate content, this is the first report of the folate vitamer
distribution in microalgae by high-resolution mass spectrometry.
As folate vitamers show different stabilities and conversion
reactions, the folate pattern can give additional information
about the stability of folates in microalgae.

The absorption capacity, as well as the post-absorptive
metabolism of different vitamers, lacks deeper understanding
(Visentin et al.,, 2014). However, due to the different stability
of folate vitamers, we assume that Hyfolate is less bioavailable
(Ringling and Rychlik, 2017b). Furthermore, to shed light on
the extend of absorption of folates from algae, human trials are
required. In the context of species-specific folate concentrations
our results for the Dunaliella genus exceeded previously reported
values (Dunaliella tertiolecta, 480 |1g/100 g dry biomass) by the
factor of ten. In this context it remains to be demonstrated,
whether this discrepancy is due to physiological and phenotypic
states of the algae or based on subspecies genetic variations.

High folate and vitamin concentration in microalgae biomass
is not a generality (Croft et al., 2006); and we observed
significantly lower folate content in the studied red algae
P. purpureum. Osmotic stress and nitrogen limitation during
cultivation showed negative effects on total folate content in
Chlorella sp. As far as we know, this is the first report of
precise stress effects during microalgae cultivations, indicating
that nitrogen starvation and increased salinity impacts on total

folate content negatively in Chlorella sp. This is particularly
interesting for cultivation processes of microalgae biomass for
food and feed. Typical valorization concepts for marine algae
biomass includes multiple product streams, and relies on lipid
and pigment accumulation, which seems at least in the model
algae Chlorella sp. to be unfavorable for folate production. Also,
Dunaliella sp. isolates showed a reduced total folate content
when samples were analyzed from the stationary cultures (data
not shown). However, only limited and contradictory results
on folate accumulation under differential growth conditions are
documented (Brown et al., 1999). Folate synthesis is associated
with assimilation processes, thus we postulate that highest
folate concentrations will be found under unlimited growth
conditions (Hjortmo et al., 2008). Further studies are needed
to shed light on the underlying metabolic regulation of folates
in freshwater and marine microalgae. Product stability is a
major concern as degradation of folates is known (Fitzpatrick
et al, 2012; Blancquaert et al., 2015) rendering supplement
product formulation, packaging, and distribution similar decisive
as developments in process and strain optimization (Blancquaert
etal., 2015).

Figure 5 depicts a summary of previously analyzed foods
and supplements, presented in comparison with our results. In
order to reach the European RDA of 300 pg or United States
RDA of 400 pg (Krawinkel et al.,, 2014), an intake of only 6g
Picochlorum sp. dry biomass would be required. In contrast,
reaching the RDA with high folate content fruits as strawberries
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FIGURE 5 | The total folate content in selected food and algae dry biomass. Dark blue bars represent measured values from this study. The total folate content of
food products was taken from previous publications using the same quantification method. The total folate contents were adapted to dry biomass according to
literature values (Souci et al., 2008): Rice (Oryza sp.) from Ringling and Rychlik (2017a), Strawberry (Fragaria sp.) from Striegel et al. (2018b), Brown bread from
Ringling and Rychlik (2013), Spinach (Spinacia sp.) (Ringling and Rychlik, 2013), Durian (Durio zibethinus) from Striegel et al. (2018a), Calf liver from Ringling and
Rychlik (2017a), Yeast extract from Jacob et al. (2019).
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FIGURE 6 | Analyzed food products during this (Dark blue) and previous (Light
blue) studies. Required biomass consumption in logarithmic scale according
to the U.S. RDA for folate intake.

would require about 400 g dried biomass (Figure 6). Thus, it is
viable to flag algae as concentrated food and nutrient producing
platforms. To the best of our knowledge, we are the first to report
the folate content of different microalgae strains using SIDA
as quantification method. Microalgae, the potentially highest
source of folates, warrant further studies on the distribution of
pteroylpolyglutamates as well as on bioaccessibility, absorption,
and retention for physiological functions.
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Abstract

Background: The oleaginous yeast Cutaneotrichosporon oleaginosus represents one of the most promising microbial
platforms for resource-efficient and scalable lipid production, with the capacity to accept a wide range of carbohy-
drates encapsulated in complex biomass waste or lignocellulosic hydrolysates. Currently, data related to molecular
aspects of the metabolic utilisation of oligomeric carbohydrates are sparse. In addition, comprehensive proteomic
information for C. oleaginosus focusing on carbohydrate metabolism is not available.

Results: In this study, we conducted a systematic analysis of carbohydrate intake and utilisation by C. oleaginosus
and investigated the influence of different di- and trisaccharide as carbon sources. Changes in the cellular growth

and morphology could be observed, depending on the selected carbon source. The greatest changes in morphol-
ogy were observed in media containing trehalose. A comprehensive proteomic analysis of secreted, cell wall-asso-
ciated, and cytoplasmatic proteins was performed, which highlighted differences in the composition and quantity

of secreted proteins, when grown on different disaccharides. Based on the proteomic data, we performed a relative
quantitative analysis of the identified proteins (using glucose as the reference carbon source) and observed carbohy-
drate-specific protein distributions. When using cellobiose or lactose as the carbon source, we detected three- and
five-fold higher diversity in terms of the respective hydrolases released. Furthermore, the analysis of the secreted
enzymes enabled identification of the motif with the consensus sequence LALL[LA]L[LAJ[LAJAAAAAAA as a potential
signal peptide.

Conclusions: Relative quantification of spectral intensities from crude proteomic datasets enabled the identification
of new enzymes and provided new insights into protein secretion, as well as the molecular mechanisms of carbo-
hydrolases involved in the cleavage of the selected carbon oligomers. These insights can help unlock new substrate
sources for C. oleaginosus, such as low-cost by-products containing difficult to utilize carbohydrates. In addition,
information regarding the carbo-hydrolytic potential of C. oleaginosus facilitates a more precise engineering approach
when using targeted genetic approaches. This information could be used to find new and more cost-effective carbon
sources for microbial lipid production by the oleaginous yeast C. oleaginosus.

Keywords: Cutaneotrichosporon oleaginosus, Carbohydrate metabolism, Carbohydrate uptake, Proteomics, Protein
secretion
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resource-efficient microbial lipid production, that can
accumulate high contents of intracellular lipids (up to
87% w/ d.c.w.), using sustainable and inexpensive carbon
sources [1]. The genus Cutaneotrichosporon belongs to
the Basidiomycota family [2]. Usually, glucose is the pre-
ferred carbohydrate source of most microorganisms [3].
However, C. oleaginosus can metabolise various carbon
sources in parallel (including pentoses) without catabolic
repression [4]. In particular, C. oleaginosus features an
increased capacity for metabolising diverse and chemi-
cally complex carbon sources, including most mono-,
di-, and trimeric sugars, as well as glycerol, volatile fatty
acids, and lignin-derived aromatics [4—6]. This unique
attribute provides C. oleaginosus with the metabolic
capacity to utilise complex biomass hydrolysates derived
from various biomass sources, such as lignocellulose and
crude glycerol derived from biodiesel processing, without
the need for detoxification. Such biomass sources have
been shown to contain well-established fermentation
inhibitors, such as acetic acid, furfural, and methanol [1,
7, 8]. The wide acceptance and parallel use of different
carbon sources enables the efficient metabolism of com-
plex substrates obtained from biological waste streams,
including macroalgal residues [9-11]. Interestingly, toxic
substances have only a minor impact on the growth of
this yeast, which indicates it employs rapid adaptation
mechanisms. Thus, C. oleaginosus can tolerate and even
metabolically utilise high concentrations of acetic acid,
which is not the case for the model yeast Saccharomyces
cerevisiae [1].

Currently, the molecular mechanisms enabling C. ole-
aginosus to metabolise an extremely broad range of car-
bon sources, including various oligosaccharides, are
unknown. Commonly, yeast cells can absorb relatively
small, monomeric carbohydrate molecules through spe-
cific membrane-associated transporters [12, 13]. Thus,
high-molecular-weight carbohydrates (i.e., oligosac-
charides and polysaccharides, such as maltose and cel-
lulose) cannot be directly utilised, as they must initially
be cleaved to yield fermentable monomeric glucose [14].
The utilisation of complex carbohydrates requires their
extracellular degradation by hydrolytic enzyme com-
ponents, which generate sugar monomers that can be
imported into yeast cells and metabolically utilised [15].
Alternatively, filamentous fungi, such as Trichoderma
reesei, are known to secret large amounts of hydro-
lytic enzymes into the surrounding environment, which
enable the hydrolysis and subsequent metabolic utilisa-
tion of remote, chemically complex polymeric carbon
sources [16, 17]. In other cases, cell-associated hydrolytic
enzymes are found on the surface of bacterial microor-
ganisms (such as Clostridium thermocellum) and organ-
ised as a cellulosome [14, 18]. Due to the short distance
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between the cell-associated hydrolytic complex and the
substrate, the high concentrations of released monomers
facilitate enhanced absorption by the host. In addition,
the intracellular processing of these mobilised carbohy-
drates by specific enzymes is required for their metabolic
utilisation. Although the metabolic routes for carbohy-
drate uptake and consumption have been described for
model yeasts such as S. cerevisiae and Pichia pastoris, no
equivalent data are available for C. oleaginosus [19-21].

Presently, the metabolism and processing of oligomeric
carbohydrates are well described for many organisms
[3, 22]; however, neither comprehensive nor system-
atic data are available for C. oleaginosus. The oligomeric
sugars selected in this study, are common carbohydrates
comprising glucose, galactose, and fructose. All sugar-
sare commercially available or can be released from the
hydrolytic processing of lignocellulosic sources [23].

For example, cellobiose and sucrose can be obtained
from hydrolysis of wood residues and molasses distil-
lation, respectively [24, 25]. Maltose, in contrast, can
be obtained from starch-containing products, such as
potato, barley and cassava, while lactose is a constituent
of milk whey [26, 27]. As a first step towards elucidating
the biochemical and regulatory pathways underlying the
metabolic utilisation of di- and trimeric carbohydrates in
C. oleaginosus, a series of glucose epimers with different
linkages (Fig. 1) were used as the sole carbon source for
culturing C. oleaginosus. The data were complemented
with a systematic morphological and proteome analysis.
Initially, the C. oleaginosus growth rate and morphol-
ogy were assessed based on the featured disaccharides.
Subsequently, a comprehensive proteomic analysis of
secreted membrane protein fractions, cell wall-associ-
ated protein fractions, and cytoplasmic protein fractions
was carried out. A comparative analysis of the gener-
ated liquid chromatography—tandem mass spectrom-
etry (LC-MS/MS) data revealed significant differences
(p<0.05) between samples cultured in media contain-
ing the selected disaccharides, when compared to glu-
cose controls. In addition, specific signal peptides for
the secretion of hydrolytic proteins into the surrounding
environment were identified, which represent potential
targets for metabolic-engineering approaches.

Results and discussion

Evaluation of different carbohydrate effects on cellular
growth, morphology and lipid formation as well as fatty
acid distribution

The ability to assimilate extracellular carbohydrates is
of crucial importance for most heterotrophic micro-
organisms. However, the cellular-uptake capacity and
preference for certain carbohydrates depend on the
natural habitat of the microorganism of interest and the
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their structures, and links providing further information on the type of aginosus is able to metabolise melibiose in liquid medium
connection as well as their monomeric structure [2, 29]. Furthermore, C. oleaginosus colonies grown on

prevailing environmental conditions. In complex carbo-
hydrate mixtures such as biomass hydrolysates, the pre-
ferred carbohydrate is usually consumed first, whereas
the metabolism of the other available carbohydrates
is catabolically repressed [28]. Nevertheless, specific
microorganisms, including C. oleaginosus, can explicitly
metabolise different monomeric carbohydrates in paral-
lel [28]. In contrast to the metabolic utilisation of mon-
omeric carbohydrates, the use of oligomers as a carbon
source has received little attention in the literature [4]. To
gain insight into the metabolic mechanisms of carbohy-
drate oligomer utilisation, we conducted a comprehen-
sive study to evaluate the growth kinetics, morphological
changes, and enzyme-expression patterns of C. oleagino-
sus cells.

Initially, C. oleaginosus cells were cultured on yeast
nitrogen base (YNB) plates containing a set of differ-
ent carbohydrates. The tested carbohydrates included
glucose, maltose, lactose, sucrose, cellobiose, trehalose,
raffinose, and melibiose. After two days, visible growth
was observed for most carbohydrates at dilutions rang-
ing between 1072 and 10~°. Minimal growth was detected
in plates containing melibiose and raffinose. Comparing

solid media containing maltose were significantly larger
than those grown on media containing glucose, lactose,
sucrose, cellobiose, or trehalose (Fig. 2).

As the colony size only provides limited informa-
tion regarding the growth performance, a culture series
was carried out in liquid media. The liquid cultures that
used raffinose and melibiose as a carbohydrate substrate
showed no growth. The growth as well as the specific
growth rate, doubling time and lag-phase of C. oleagi-
nosus cultures in the presence of the other disaccharides
is depicted in Fig. 3. Differences in the growth patterns
were visibly detected, depending on the carbohydrate
substrate. C. oleaginosus cultures in liquid medium
showed similar growth curves in the presence of sucrose
and maltose. The sucrose and maltose samples reached
final optical density at 600 nm (ODyg,) values of 4.75 and
4.85, which were twice as high as those cultured with
glucose and cellobiose, respectively. Previously, other
filamentous fungi such as Mortierella isabellina grew
two times faster on glucose than on sucrose [30]. C. ole-
aginosus in media supplemented with sucrose, maltose,
or lactose exhibited similar growth rates, with the latter
showing the slowest growth. After 42 h, these cultures
showed a final ODy, value of 4.11. Although cellobiose
cultures grew similarly to the glucose reference cultures,
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Fig. 3 Upper panel: C. oleaginosus growth curves in media supplemented with different carbohydrates. Lower panel: max. growth (A), specific
growth rate (), lag-phase (\) and doubling time. The parameters were calculated in R using gompertz as model

a slightly reduced growth curve was observed with cul-
tures supplemented with cellobiose, as confirmed by
their final ODg, values of 2.15 and 2.58, respectively.
These results differ from the growth-rate data for T.
cutaneum described by Mortberg and colleagues [29].
In contrast to C. oleaginosus, T. cutaneum grew almost
identically in media supplemented with glucose, maltose,
lactose, sucrose, cellobiose, or melibiose [29]. However,
both strains showed similar decreases in their growth
rates when the culture medium was supplemented with
trehalose [29].

To examine morphological changes occurring with the
yeast cells, the samples were collected during the expo-
nential growth phase. Significant differences in length:
width ratio were observed for cultures supplemented
with cellobiose, maltose, sucrose, or trehalose compared
to those supplemented with glucose (control; Fig. 4 and
Additional file 2: Fig. S2). A significant increase in the
cell length was observed in cellobiose-supplemented

cultures, whereas the width increased in maltose-sup-
plemented cultures. Furthermore, the cells cultured in
media supplemented with sucrose or trehalose showed
the biggest differences in the length: width ratio, indi-
cating that an increase in the length occurred. Notably,
the cultures supplemented with trehalose displayed a
more round- to rod-shaped morphology, compared to
that found in cultures supplemented with glucose. In the
Basidiomycota, morphological changes are common in
the course of sexual reproduction [31, 32]. Furthermore,
changes in morphology of yeasts have already been dem-
onstrated in Yarrowia lipolytica using N-glycosamine
and serum to induce the formation of hyphaes [33, 34].
In addition, ambient temperature can affect cell size and
morphology on S. cerevisiae [35]. Notably, this is the first
study describing morphological changes in oleaginous
yeasts in response to the supplied carbohydrate source
during fermentation. In order to analyse the effects of
different carbohydrates on lipid production, lipogenesis
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Fig. 4 Morphological variations of C. oleaginosus in different culture media. The measured lengths and diameters of the C. oleaginosus cells in
different cell media are shown. Additionally, the ratio length: width is shown on the secondary axis. The asterisks indicate a significant difference

compared to the glucose condition (p <0.05)

in C. oleaginosus was induced under nitrogen limiting
growth conditions [4].The distribution of the identified
fatty acids, as well as their quantities is shown in Addi-
tional file 3: Fig. S3a and b. The lowest fatty acid amount
compared to the glucose control was detected in the cul-
tures growing on trehalose with 9.5% (w/dcw, weight/
dry cell weight). In contrast, lactose showed the highest
fatty acid accumulation with 29.08% (w/dcw). Maltose,
cellobiose and sucrose also resulted in elevated fatty acid
yields compared to the glucose control (see Additional
file 3: Fig. S3a). Furthermore, as described in a previous
study, the fatty acid profile (Additional file 3: Fig. S3b)
shows that maltose and lactose have a similar fatty acid
distribution as the glucose control [4]. However, a slight
reduction in oleic acid, as well as an increase in palmitic
acid and stearic acid, as described by Awad, could be
detected [4]. The most significant influence on the fatty
acid profiles could be observed in cultures containing
Trehalose. Interestingly, for the Trehalose grown cultures
a shift in the proportion of linoleic acid and a-linoleic
acid by a factor of 1.58 and 3.12 respectively could be
detected with reference to the glucose control. Moreover,
the proportion of oleic acid was reduced by a factor of
0.72 compared to the reference culture. At present, there
is no biochemical data that could be used to delineate
this effect. Currently, detailed metabolomics studies are

underway in our research group to address the required
data sets.

Effects of different disaccharides on the distributions

of enzyme classes

The effects of different disaccharides on selected pro-
tein fractions isolated from the cytoplasm, cell wall, and
secretions of C. oleaginosus were analysed. The selected
carbon sources directly influenced the types and quanti-
ties of proteins expressed in C. oleaginosus, thus provid-
ing information regarding the uptake and metabolism of
the respective carbon source.

The high data quantity and quality generated in this
study enabled sequence-based analysis of the identified
proteins. Initially, overlapping and fraction-specific pro-
teins for the selected carbohydrates were analysed and
visualised using Venn diagrams (Additional file 4: Fig.
S4). In the secreted fraction of cells cultured in medium
supplemented with cellobiose or lactose, the highest
numbers of total and carbohydrate-modified proteins
were detected. Additionally, an ontology-based classifi-
cation of the proteins into classes such as biological pro-
cesses, molecular functions, and cellular components was
performed (Additional file 5: Fig. S5. Additional file 6:
Fig. S6, Additional file 7: Fig. S7). Within this dataset, an
approximately equal distribution of each protein group



Fuchs et al. Microb Cell Fact (2021) 20:205

was observed, whereas the total number of proteins per
group varied.

To functionally analyse the identified proteins
expressed under specific carbohydrate conditions and
compare them to the reference condition (glucose), a
classification of their respective enzyme commission
(EC) numbers was performed. The subsequent assign-
ments of each fraction (secreted, cell wall-associated,
and cytoplasmic), as well as the respective carbon source,
are shown in Fig. 5. The EC numbers did not vary sig-
nificantly for the cytoplasmic fraction when compared
to those of the reference condition (Fig. 5c); however,
the EC number distributions of the cell wall-associated
enzyme fractions were significantly different when com-
paring the diverse carbohydrate sources with that of the
reference condition (Fig. 5b). The lactose and trehalose
datasets indicated a two-fold enhancement in various
hydrolase activities (enzyme class 3). Significant differ-
ences in the EC numbers were also detected in yeast cul-
tures in medium supplemented with maltose, except for
the class of ligases (enzyme class 6).

Interestingly, the distributions of the enzyme classes
found in the secretome showed the greatest quantita-
tive differences. This contrasts the situation in the yeast
P, pastoris, whose secretion profile hardly changed, when
cultivated with different carbon sources [36]. As shown
in Fig. 5a, a relatively small number of proteins per
enzyme class could be detected under the glucose con-
dition (<10 different enzymes per enzyme class). Com-
pared to the glucose condition, significant increases in
the diversity of different enzyme classes were detected
with all disaccharides investigated. Significant increases
in enzyme diversities were observed under all conditions,
particularly with enzyme class 1 (oxidoreductases) and
class 4 (lyases). Notably, lactose and cellobiose showed
significant differences in their hit numbers within all
enzyme classes; lactose and cellobiose showed a four-fold
increase in the number of enzyme class 3 (hydrolases)
and a seven-fold increase in lactose and cellobiose, when
compared to those observed under the glucose condition.

For an in-depth analysis of the hydrolases used to
cleave individual disaccharides, the enzymes of subclass
EC 3.2 (glycosylases) were further investigated.

Influences of distinct carbohydrates on the expression

of secreted hydrolases

A detailed proteomic analysis of the effects of sugar sub-
strates on the expression of hydrolytic enzymes revealed
significant differences, when comparing the glucose
condition with the other carbohydrate conditions. Fig-
ure 6 shows that the hydrolases identified under the glu-
cose condition were downregulated compared to those
observed in cultures grown in disaccharide-containing
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media. However, as shown in Fig. 7, numerous enzymes
were specifically produced that could potentially cleave
the investigated disaccharides. The predictions of the
potential functions of the identified enzymes are shown
in Additional file 8: Fig. S8.

Cellobiose

For the secretome cultured in media supplemented with
cellobiose, a significant upregulation of the proteins H4
(8-1,3-1,4-glucanase), H6 (glucan endo-1,3-83-glucosi-
dase), and H5 (a-amylase) was observed. Six-fold and
two-fold upregulations in H6 and H4 were observed, and
these proteins shared 29.4% and 44.29% sequence iden-
tity with previously reported 3-glucosidases, respectively
[37, 38]. Moreover, H5 was the most upregulated (16-
fold) under the cellobiose condition (when compared to
the glucose condition), and it shared 39.32% sequence
identity with a-amylase [39]. In addition, the hydrolase
H15 (exo-13-(1,3)-glucanase), which was only detected in
cultures grown in cellobiose-containing media, exhibited
a 42.5% sequence identity to a 3-bond-cleaving enzyme
[40].

Lactose

Secretome analysis of the cells cultured in lactose-con-
taining media also showed upregulation of the H6 and
H5 proteins. The four-fold upregulation of hydrolase H5
was lower than that observed in cells cultured in cello-
biose-containing media; however, it differed significantly
from the expression observed in cells cultured in glucose-
containing media. These results indicate that the 3-glu-
cosidase H6 was released by C. oleaginosus cells for the
cleavage of different disaccharides linked by B-1,4 glyco-
sidic bonds. These findings are consistent with the results
of Nakkharat et al., who demonstrated that 3-glucosidase
from the thermophilic fungus Talaromyces thermophilus
CBS 236.58 can also exhibit 3-galactosidase activity [41].

Maltose

Using maltose as the carbon source led to upregulation of
the H5 and H6 proteins in the secreted protein fraction
of C. oleaginosus cultures. H5 expression was upregu-
lated nine-fold compared to that observed under the glu-
cose condition. Furthermore, in silico analysis identified
H5 as an a-amylase responsible for maltose cleavage. In
addition, the H2 enzyme (a/f3-glucosidase) was detect-
able almost exclusively in C. oleaginosus cultured in malt-
ose-supplemented medium. This enzyme might cleave
the o position of sugar compounds due to its 39.3%
sequence identity match with a previously described o/f3-
glucosidase [37].
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cytoplasmic hydrolases
NR ID Cel Lac Mal Suc Tre
W - W H20~| AOAOJOXQVA 143> | 117
05 | 1 [ 15 H21 | AoA0J1BBF9 | 1.13 | 0.80 | 1.30 | 0.85 | 1.44
H1 | AocAoJ1BEM6| 0.84 | 0.80 | 0.61*| 0.73
H8 | A0A0JOXB79 | 0.85 049 | 0.80
secreted hydrolases H22 | AOAOJOXCHS | 0.73 | 1.09* | 1.43**
NR ID Cel | Lac [ Mal | Suc | Tre H23 | AOA0JOXIP5 | 0.71 | 0.73 | 1.05
H1 | AoA0J1BEM6| 1.22 | 0.60*| 1.37 | 1.46* 124 1 20n0JoxDBs b 0551 0.70 | 1.00
H3 | AOA0JOXCY7 0.50* 0.81*** 0.64 0_ 25 | AoAoJoxzeo To58
HA:* AOA0JOXDY7 0.60 | 0.89 1.43 129~] AOAOJOXQTA
5™ 1 A0A0JOXT28 2 [[H31|_A0AOJOXSLA
H6 | AOAO0JOXNEG6 1.35 3271 AOAOJOXLOT
H7 | AOA0JOXJB9 127 AOAOJOXM56
H6 | AOAO0JOXNEG6
cell associated hydrolases H34 | AOA0JOXQN3| 1.43 | 093 | 0.48 | 066 | 1.13
NR ID H5 | A0A0JOXT28 | 1.34 | 0.79 J0.71**] 0.93 | 0.88
H8 | AOA0JOXB79 H11 | AOAOJOXWGS
H1 | AOAOJ1BEM6 H13**| AOA0J1AV63
H2 | AOA0JOXHCO H14 | AOA0J1B7VO
H3** | AOA0JOXCY7 H35 | AOA0J1B1F9
H9 | AOAOJOXBX5 H36 | AOAOJOXRK3
H4 AOA0JOXDY7 H16 | AOAQ0JOXMG2
H10**| AOA0JOXH28 H39 | AOA0J1ASGE
H12 | AOA0JOXM56 H40 | AOAQJOXZM7
H6 AOAOJOXNEG H41 AOA0JOXKP2
H13 | AOA0J1AV63 H42 | AOA0J1B5L2
H5 | AOA0JOXT28 H43 | AOA0J1AZB4
H15**| AOA0J1BBWO H44**]  AOA0JOXICS
H16 | AOA0JOXMG2 H46 | AOAOJOXHA3 0.66 | 1.04 | 0.74
H17 | AOA0J1B677 H47 | A0A0J1BAO1 | 0.90 0.52 | 0.96 | 0.55**
H18 | AO0A0JOXJI2 H49 | A0A0JOXV52 | 0.74* 0.73* | 0.50* | 1.52*
H19 | AOA0JOXSP4 H19 | A0A0JOXSP4 | 0.87 0.62** 1.19
H7 | AOA0JOXJB9 H50**] A0A0JOXC30 | 0.49 | 0.87**] 1.26

Fig. 6 Relative expression levels of the hydrolases identified under each carbohydrate condition, normalised to the expression levels measured
under the glucose condition. The identified putative hydrolases are listed, and their relative expression levels compared to that observed under the
glucose condition are indicated. Significant differences (p < 0.05) are indicated with an asterisk. Values based on duplicates are marked with two

asterisks

Sucrose

Analysis of the secreted protein fraction of cultures
grown in sucrose-containing media revealed upregula-
tion of proteins H1 (endo-1,3(4)-3-glucanase), H4, H5,
and H6. H5 and H6 were the most upregulated proteins,
exhibiting 17-fold and five-fold increases in expression,
respectively. Surprisingly, although it cleaves sucrose,
the H3 protein (invertase), which partly corresponds
to an invertase, was downregulated. Since C. oleagino-
sus cells showed efficient growth in sucrose medium,
this finding suggests that sucrose might not be hydro-
lysed extracellularly by C. oleaginosus cells; instead,
membrane-associated, or intracellular processes might
perform this function. This is in line with previously
published data [29] describing the incapacity of T. cuta-
neum to hydrolyse sucrose extracellularly.

Trehalose

C. oleaginosus cultured in media supplemented with the
disaccharide trehalose showed upregulation of the Hl1
(endo-1,3(4)-beta-glucanase), H4, H5, and H6 proteins in
the secreted fractions. Although a relatively high upregu-
lation of the H1 and H5 proteins was detected (17-fold
and seven-fold, respectively), these proteins do not seem
to be involved in trehalose hydrolysis, as indicated by the
negative enzyme test.

The results of the substrate tests with concentrated
protein fractions from the C. oleaginosus cultures are
shown in Additional file 9: Fig. S9. The enzymatic tests
indicated that C. oleaginosus can extracellularly hydro-
lyse disaccharides such as cellobiose, lactose, and malt-
ose. However, sucrose and trehalose do not appear to be
hydrolysed by the secreted proteins in the respective cul-
tures. These results distinguish C. oleaginosus from the
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secreted hydrolases

NR ID

H8 | AOAQJOXB79
H31] AOA0JOXSL4
H18] AOA0JOXH28
H32] A0A0JOXLQ1
H2 | AOA0JOXHCO
H15] AOA0J1BBWO
H13| AOA0J1AV63
H12| AOA0JOXMS56
H48] AOAO0JOXBA7
H18] AOAQJOXJI2
H19] AOA0JOXSP4

cell wall-associated hydrolases

NR ID

H14| AOA0J1B7VO0
H11 ] AOAOJOXWG8
H21]| AO0A0J1BBF9
H51] AOA0JOXYB4
H26| AOAO0JOXES7
H52] AOAO0JOXN97
H28] AOAQJOXCW3
H30] AOAO0J1AWU3
H35] AOA0J1B1F9
H34| AOAO0JOXQN3
H32| AOA0JOXLQ1
H53| AOA0JOXGU5
H41] AOAO0JOXKP2
H44| AOA0JOXICS
H39| AOA0J1ASG6
H46] AOAQJOXHA3
H47] AOA0J1BAO1
H48] AOAQJOXBA7
H49| AOA0JOXV52
H50] AO0A0JOXC30

cytoplasmic hydrolases

NR 1D
H26] AOAO0JOXES7
H27| AOA0JOXGS2
H28] AOA0JOXCW3
H9 | AOAQJOXBXS5
H30] AOAO0J1AWU3
H33] AOA0JOXBA4
H37] AOA0J1AUQ8
H38| AOA0JOXGW6E
H48] AOAO0JOXBA7
H55] AOA0JOXV92
H56] AOA0JOXU26
H57] AOA0JOXIZ6
H2 | AOA0JOXHCO
H10| AOA0JOXH28
HE60] AOA0J1BAMO
H17] AOA0J1B677

Fig. 7 Expression levels of the identified hydrolases. The hydrolases
detected exclusively in the disaccharide-supplemented cultures are

shown

closely related yeast T. cutaneum, which cannot extracel-
lularly hydrolyse cellobiose, lactose, and maltose, but can
hydrolyse sucrose and trehalose [29].
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Influences of different carbohydrate sources

on membrane- and cell wall-associated hydrolases
Membrane- and cell wall-associated proteins play key
roles in the recognition and uptake of extracellular car-
bohydrates [42]. A proteome analysis was performed to
further elucidate the protein abundances and expres-
sion patterns in C. oleaginosus.

Cellobiose

All hydrolases detected in C. oleaginosus cultured
in glucose-containing media were downregulated
when cultured in media supplemented with cellobi-
ose. However, as shown in Fig. 7, the H11 (1,4-alpha-
glucan-branching enzyme), H21 (a/f3-hydrolase),
H30 (8-glucosidase), H34 (glycoside hydrolase), H32
(B-mannosidase), H47 (a-amylase), and H48 (f3-galac-
tosidase) enzymes (which were not detectable under
the glucose condition) were identified. The presence
of the H30, H32, and H47 enzymes is of importance
because they might be able to cleave the f3-bound cel-
lobiose, based on reference database entries [43—45].

Lactose

The H26 (a-galactosidase), H28 (3-galactosidase), H30,
H34, H32, and H47 enzymes were identified under the
lactose condition, but not under the reference glucose
condition. H26 and H28 shared over 45% sequence
identity to galactosidases detected in Paecilomyces
thermophila and Arthrobacter sp. respectively [37, 46].
Furthermore, under the lactose condition, the hydro-
lase H30 was upregulated three-fold compared to that
observed under the cellobiose condition. Like hydrolase
H6, this hydrolase seems to be able to cleave cellobiose
and lactose.

Maltose

The H2 (a/f3-glucosidase) and H3 enzymes were
upregulated in yeast cultured in maltose-containing
media, compared to yeast cultured in glucose-con-
taining media. The changes in responses to maltose
were most prominent amongst the responses to the
other disaccharides. The H2 enzyme, which appears
to play a role in the extracellular hydrolysis of malt-
ose, was upregulated two-fold. In addition, enzymes
such as H14 (a-glucosidase), H52 (glycosyl hydrolase),
H35 (a-glucosidase), or H34 were over 36% identical to
putative maltose-cleaving enzymes (Fig. 7). In particu-
lar, H14 displayed a six-fold upregulation and shares
homology to the a-glucosidase expressed in Halomonas
sp. [47].
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Sucrose

The H35, H51 (a/3-hydrolase), H52, H47, and H14
enzymes play dominant roles in the hydrolysis of
sucrose, a carbohydrate with high relevance to indus-
trial fermentation. The H47 enzyme-expression level
was at least 28-fold higher under the sucrose condi-
tion than under other culture conditions. Furthermore,
based on its homology to a-glucosidase, H14 might be
able to cleave maltose and sucrose [47]. We could fur-
ther infer that other enzymes, such as H52 and H35,
are also formed in the presence of sucrose and malt-
ose (Fig. 7). This may indicate that both disaccharides
partly induce the same protein-expression profiles in
C. oleaginosus. This bifunctionality has already been
described by Williamson et al. for other yeast maltases
[48]. In this study, a potential a-cleaving enzyme, H51,
was exclusively detected under the sucrose condition.

Trehalose

When the culture medium was supplemented with treha-
lose, the H11, H32, H48, H50 (neutral trehalase), and H46
(a-glucosidase) enzymes were strongly expressed. Nota-
bly, the H46 enzyme was only detected under the treha-
lose condition. Furthermore, this enzyme exhibits 45%
sequence identity to a previously described «a-glucosidase
[49]. Moreover, the H50 enzyme exhibits a 50% sequence
identity to the yeast trehalase identified by Alblova et al.
[50]; its expression was upregulated at least three-fold in
C. oleaginosus cultured in trehalose-containing media
compared to that observed in C. oleaginosus cultured in
glucose-containing media.

Influences of different carbohydrates on the expression

of soluble cytoplasmic hydrolases

To gain a better understanding of intracellular carbon
utilisation, cytoplasmic enzymes were further examined.
The obtained data are presented in Figs. 6 and 7, and the
regulations and annotations of the identified cytoplasmic
enzymes are illustrated.

Cellobiose

A detailed examination of the cultures obtained from
cellobiose-containing media indicates that nine poten-
tial hydrolases are upregulated. The H20 (a/f3-hydrolase),
H31 (glucan 1,3-beta-glucosidase), H32, and H12 (exo-f3-
(1,3)-glucanase) enzymes showed at least two-fold higher
expression levels compared to those observed in cul-
tures obtained from glucose-containing media. The cor-
responding identities match at least 34% with 3-cleaving
enzymes. The most dramatic change was observed for the
H32 enzyme, which was identified in the other fractions.
This specific putative 3-mannosidase, which matches a
f3-mannosidase detected in Myceliophthora thermophila
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[44], showed a 15-fold upregulation in cultures obtained
from cellobiose-containing media. Moreover, H30 was
also detected in the cytoplasmic fraction when the yeast
cells were cultured in media supplemented with cellobi-
ose or lactose.

Lactose

A similar expression pattern can be induced by lactose
in the culture medium. In lactose-containing media, the
H32 enzyme was the most upregulated, and the H30
enzyme-expression level increased 1.4-fold compared
to that observed in cultures obtained from cellobiose-
containing media. The formation of H32 and H30 in
cellobiose- and lactose-based cultures indicates that C.
oleaginosus utilises these enzymes to cleave cellobiose
and lactose, respectively. Furthermore, it can be con-
cluded that C. oleaginosus expresses specific enzymes to
cleave various f3-bound monosaccharides. Interestingly,
H28 was only detected in cultures grown in lactose-
supplemented media. Finally, H28 shares 45% sequence
identity with a f3-galactosidase previously detected in
Arthrobacter sp. 32cB [46].

Maltose

Under the maltose condition, the expression levels of the
H20, H14, and H35 enzymes were upregulated two-fold
compared to those observed under the glucose condi-
tion. These enzyme sequences correspond to a-cleaving
enzymes, which might play a role in cytoplasmic maltose
cleavage. Further, H14 and H35 match the sequences of
well-characterised glucosidases identified in the Halo-
monas sp. and Bacillus cereus bacteria [47, 51]. In addi-
tion, the data in Fig. 7 indicate the formation of the H2
enzyme, which might play a dominant role in the pre-
viously discussed secretomes of maltose-based yeast
cultures.

Sucrose

As shown in Fig. 6, sucrose induced the expression of
the H14, H35, H42 (acylpyruvate hydrolase), and H32
enzymes. The H14 and H35 enzymes showed at least 36%
sequence identity to the a-glycosidases previously iden-
tified in Halomonas sp. and Schizosaccharomyces pombe
[47, 52]. In addition, H20 was identified as an enzyme
with 59.5% similarity to the sequence of a modelled a/p
hydrolase.

Trehalose

Finally, the formation of a-1,1-bound trehalose-cleav-
ing hydrolases was analysed. The H22 (putative dienel-
actone hydrolase), H23 (a/f3-hydrolase), and H35
(a-glucosidase) enzymes were upregulated two-fold
under the trehalose condition, compared to the glucose
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condition. The H23 enzyme shares 51% sequence iden-
tity with an a/p hydrolase. Furthermore, as shown in
Fig. 7, the H55 (a/f3-hydrolase), H56 (a/f3-hydrolase),
and H10 (glucan endo-1,3- a-glucosidase agnl) enzymes
were only detected in the cytoplasmic fraction of C. ole-
aginosus cultured in trehalose-containing media. H55
and H56 share over 50% homology with a/fB-hydrolases.
These enzymes can cleave the a-1,1 bond of trehalose
into glucose monomers. In addition, the expression of the
potential trehalase H50, which was identified in the cell
wall-associated fraction, was increased three-fold under
the trehalose condition, compared to that under the glu-
cose condition. Enzymes such as H2, H30, and H26 were
disregarded from the analysis since they can cleave other
disaccharides. Although the H2 enzyme was produced in
the secretome of cultures obtained from trehalose-con-
taining media, the dinitrosalicylic acid (DNS) test did not
detect H2-specific activity.

The C. oleaginosus hydrolase composition enabled
metabolic utilisation of chemically distinct disaccharides
Conducting a detailed analysis of the carbohydrate
metabolism is the first step in understanding the versa-
tile substrate use of C. oleaginosus. Therefore, we inves-
tigated different dimers and trimers, among the glucose
epimers. In the following sections, the obtained data are
interpreted, and the results are graphically summarised
in Fig. 8.

Cellobiose

Yeast cultures grown in cellobiose-based medium
reached an ODg, of 2.15 after 42 h, which was the sec-
ond-lowest value observed among all carbohydrate-
based medium conditions tested. All analysed fractions
contained different putative cellobiose-cleaving enzymes.
The reduced growth on liquid cellobiose-containing
medium could be explained by the higher galactosidase
activity of the identified $3-1-4 cleaving enzymes. This
finding further explains the expression of these hydro-
lases in C. oleaginosus cells cultured in lactose-contain-
ing medium. Furthermore, it has been documented that
the same glycosyl hydrolase activity can cleave several
carbohydrates with different substrate affinities [41]. In
addition, the high number of 3-glucosidases expressed
suggests that C. oleaginosus might cleave cellobiose intra-
cellularly. This possibility is further supported by obser-
vations that cellulolytic fungi can carry out intracellular
hydrolysis of cellobiose [53].

Lactose

Yeasts cultured in lactose-supplemented media reached
an ODg, of 4.11, which was two-fold higher than that
observed under the cellobiose condition. Since many
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Fig. 8 Representative model of disaccharide cleavage and uptake
in C. oleaginosus. The model illustrates the potential cleavage in the
subcellular or extracellular compartment and subsequent uptake of
carbohydrates by C. oleaginosus. The model schematically indicates
which fractions (secreted, cell wall-associated, or cytoplasmic)
contained the enzymes necessary for cleaving the indicated
disaccharides
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enzymes are expressed during growth based on either
carbohydrate, we hypothesise that they have a higher
enzymatic activity for the substrate lactose. In addi-
tion, C. oleaginosus exhibited increased expression of
enzymes such as H30 and H20 in lactose-based cultures,
when compared to that in cellobiose-based cultures. An
indication of the localisation of lactose cleavage in C.
oleaginosus is provided by the observation that galac-
tosidases (such as H26 and H28) were produced, which
are mainly found in the membrane and in the cytoplasm.
In addition, an associated lactose permease was identi-
fied, which indicates that C. oleaginosus might primarily
degrade lactose at the membrane or intracellularly. How-
ever, Carvalho-Silva and Spencer-Martins showed that
lactose can be cleaved extracellularly in various Kluyvero-
myces marxianus strains [54]. Positive activity for lactose
cleavage in the secreted fractions of C. oleaginosus (Addi-
tional file 9: Fig. S9) further supports this observation. In
contrast, the intracellular utilisation of this carbohydrate
differs in C. oleaginosus from that in the related strain T.
cutaneum, which predominantly degrades lactose extra-
cellularly [29].

Maltose

For yeast cultured in maltose-containing medium, the
highest biomass increase was determined at an ODyg, of
4.75, whereas sucrose-based cultures reached an ODg,
of 4.85. The significant increase in H2 expression in the
presence of maltose in the secretome highlights the effi-
cient cleavage of this disaccharide. Additional enzymes,
such as H20 and H14, were upregulated in the mem-
brane and cytoplasm. These findings support the conclu-
sion that C. oleaginosus, similar to Cryptococcus flavus,
secretes amylases and efficiently cleaves maltose extracel-
lularly [55]. However, this is not the case for T. cutaneum
and many brewery yeasts [29, 56]. Since C. oleaginosus
enzymes such as H20 and H14 are upregulated in the
membrane and cytoplasm, other metabolic pathways are
activated in parallel to the extracellular cleavage of malt-
ose [57].

Sucrose

Compared to other disaccharide-based cultures, the
cultures grown in sucrose-based medium showed the
highest cell density, with an ODg, of 4.85 after 42 h. Fur-
thermore, our current analysis indicated that C. oleagi-
nosus cannot degrade sucrose extracellularly, in contrast
to S. cerevisiae [58]. However, some potential sucrose-
cleaving enzymes, such as H11, H14, H20, and H35, were
identified in the membrane and cytoplasmic fractions.
These findings suggest that C. oleaginosus cleaves sucrose
substrate intracellularly and/or via a membrane-asso-
ciated process. This hypothesis is supported by positive
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enzyme activity observed in the cell wall fraction, as well
as numerous studies that have investigated the utilisation
of sucrose in yeast [58].

Trehalose

Among the disaccharides investigated, the trehalose-
based cultures showed the slowest growth. Although
a high number of different hydrolases were observed in
the membrane and cytoplasmic fractions of C. oleagino-
sus, only the detected trehalases are related to trehalose
cleavage and cell growth. In addition, trehalose is often
used as a storage compound or formed as part of a stress
response towards dehydration or increased ethanol lev-
els [59]. This suggests that trehalose is less suitable for C.
oleaginosus cultivation.

Analysis of secreted proteins

Proteins targeted toward the secretory pathway are
mediated by the endoplasmic reticulum (ER)-Golgi
endomembrane pathway. This is the first step in the
recognition of signal sequences (such as the signal-rec-
ognition particle) and association with the ER [60]. Fur-
ther protein sorting within the endomembrane system is
regulated by specific sequence motifs, followed by spe-
cific glycosylation processes [61]. Thus, identifying these
sequence motifs is important for improving the under-
standing of subcellular protein sorting and subsequent
protein secretion.

To identify new signal motifs, all 1,091 secreted pro-
teins with a -10 - IgP value higher than 36 were analysed
for potential signal peptides using the SignalP5.0, Pho-
bius, and WoLF PSORT software programs. These anal-
yses identified 112 proteins with potential eukaryotic
signal-peptide motifs. These hits represented candidate
signal sequences that potentially function to introduce
proteins to the secretion pathway by triggering their
transport into the ER.

The 112 hits were further analysed using the MEME
tool (from MEME Suite 5.1.1) for novel motif elicitation
against a background dataset of the 1,000 most abun-
dant cytoplasmic enzymes. A 15 amino acid-long motif
was identified, which was present in 81 of the 112 pro-
teins (p=9.4e-007). The motif comprises a stretch of the
hydrophobic amino acids, alanine and leucine, with the
consensus sequence LALL[LA]JL[LA]J[LAJAAAAAAA
(Fig. 9). Furthermore, the motif is primarily located at the
amino termini of the proteins, as a part of the predicted
signal peptide, which have a hydrophobic character [62].
Nevertheless, in eight cases, the motif was also found at
the C-terminal side and in some rare cases, in the middle
of the protein.

Amongst the 1,091 secreted proteins selected, the con-
sensus motif was found in 358 cases (p<0.0001). When
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Fig. 9 Identification of the LALA motif (Logo). The LALA motif was
identified in the N-terminal sequences of 81 of 112 potential signal
peptide sequences, using MEME Suite 5.1.1 [88]

screening for the motif within the 4,498 cytoplasmic
proteins detected in this study, 1,107 hits were obtained.
These findings might suggest that the motif belongs to a
signal peptide that triggers transport into the ER, but has
no direct influence on protein secretion itself. To trigger
protein secretion from the ER to Golgi and out of the cell,
another signal is required, such as a pro-peptide with a
certain glycosylation pattern. For the yeast S. cerevisiae,
a combination of signal peptides (pre-peptide and pro-
peptide) similar to the glycosylated pro-a-mating factor
can lead to protein secretion [63]. Moreover, P. pastoris
is an established host for the production of recombinant,
secreted proteins [64]. The signal sequence for secretion
is reported and can be fused to the recombinant protein
to initiate cellular export. In addition, Y. lipolytica is also
able to efficiently secrete proteins. Several secretion sig-
nals have been described and corresponding expression
systems generated [65—68].

In the secreted protein fraction, glycosylated peptides
could be identified (Additional file 12: Table S1). Within
this dataset, the most abundant carbohydrate-based
post-translational modifications were derived from glu-
cose (delta molecular weight [MW]: 162.05), heptose
(delta MW: 192,06), hexosamine (delta MW: 161.07),
gluconoyl (delta MW: 178.05), and fucose (delta MW:
146.06). Within this dataset, numerous carbohydrate-
related proteins that are potentially involved in cellular
export were discovered. In addition, some of these gly-
colytic motifs were identified in hydrolases H1, H6, HS,
H13, H12, H31, and H32.

Conclusions

The presence, uptake, and utilisation of different
disaccharides in C. oleaginosus were studied using a
comprehensive approach involving proteomic and mor-
phological analyses. In this work, we addressed the influ-
ence of a selected set of different di- and trisaccharides
as carbon sources for the first time in C. oleaginosus, fol-
lowed by a wide proteomic analysis of expressed proteins.
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In addition, the target compartments of the proteins were
considered, including cytoplasmic, cell-associated, and
secreted proteins. Based on spectral information, the
relative quantification of specific proteins was possible,
which provided insights into the potential functions of
the newly identified proteins. The subsequent assignment
of the individual proteins to their enzyme classes helped
uncover information regarding their formation and func-
tions. Significant differences in the relative abundances
of each substrate in the different fractions were also
detected. For example, the addition of lactose or cel-
lobiose—compared to the glucose reference—respec-
tively resulted in three- and five-fold higher diversities
of hydrolases (enzyme class 3) in the secretome. Signifi-
cant increases in expression, such as the formation of
H2 (a/f3-glucosidase) when maltose was added or H20
(a/B-hydrolase) and H30 (B-glucosidase) when cellobi-
ose and lactose were used as substrates, were observed.
In conclusion, the most prominent enzymes including
H26, H28, H30, H32 and H47, exhibiting a-galactosidase,
B-galactosidase, p-glucosidase, [B-mannosidase and
a-amylase activities respectively are summarized in
Additional file 10: Fig. S10. Furthermore, a phylogenetic
comparison of the identified hydrolases has revealed
sequence and functional relationships (Additional file 11:
S11). For example, the annotated o/p-glucosidase activ-
ity is found in the nearby branch of H2, H20, H21 and
H25. Moreover, the annotated [-galactosidase activity is
associated with the nearby branch of H28 and H30. The
cumulative phylogenetic comparison therefore increased
the confidence in our functional assignment of the iden-
tified proteins. In addition, by analysing the secreted
enzymes, a motif with the consensus sequence LALL[LA]
L[LA]J[LAJAAAAAAA was identified as a potential sig-
nal peptide. These insights reveal potential new substrate
sources for C. oleaginosus, such as inexpensive metabolic
by-products containing utilizable carbohydrates. Gather-
ing information regarding the carbo-hydrolytic potential
of C. oleaginosus allows for more precise engineering
approaches. This information could be used to discover
more cost-effective carbon sources for microbial lipid
production by C. oleaginosus.

Methods

Spot assay for C. oleaginosus

A liquid culture of C. oleaginosus containing 107 yeast
cells/mL was diluted from 1072 to 107!° and spotted on
solid media plates containing 6.7 g/L. YNB (Carl Roth
GmbH + Co. KG, Karlsruhe, Germany), supplemented
with 20 g/L of the indicated carbohydrates and 20 g/L
agarose. The plates were incubated for two days at
28 °C.
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C. oleaginosus cultures

C. oleaginosus (ATCC 20,509) cells were cultured in
media containing YNB (6.7 g/L) supplemented with
20 g/L of the indicated carbohydrates. The yeast were
cultured in baffled Erlenmeyer flasks on a rotary shaker
at 120 rotations/min and 28 °C. The cells were inoculated
in 30 mL culture medium containing glucose and incu-
bated for 24 h. The pre-cultures were used to inoculate
500 mL baffled Erlenmeyer flasks containing 150 mL
YNB medium at an ODy, of 0.1, which were then incu-
bated for 3 days. The cells were harvested via centrifuga-
tion at 6,738 x g for 7 min, re-suspended in 150 mL fresh
medium (without carbohydrates), and transferred in baf-
fled Erlenmeyer flasks. After the addition of maltose, lac-
tose, cellobiose, sucrose, trehalose, or glucose (control),
the cells were cultured for 2 additional days. Each experi-
ment was carried out in triplicate. The cultivation for the
fatty acid analysis was carried out under the same condi-
tions with an elongated cultivation time of 5 days under
limiting conditions by reducing the ammonium sulphate
content (nitrogen limitation) from 5.0 to 0.613 g/1.

Fatty acid analysis

The fatty acid analysis was carried out according to the
method of Griffiths et. al. with the modifications of
Woortman et. al. [69, 70].

Nile red staining and microscopy

The yeast cells were photographed using a microscope
(Axio Lab.Al, Carl Zeiss AG, Oberkochen, Germany).
Nile red staining was performed according to a previ-
ously described method [71].

Protein extraction

Initially, secreted proteins were separated from the cells
by centrifugation at 6,738 x g for 7 min. Cell-associated
proteins were washed off the cells by re-suspension in
25 mL NaCl (150 mM). After a 10 min incubation at
room temperature (RT, approximately 22 °C), the asso-
ciated protein fraction was separated from the cells by
centrifugation at 20,133 x g for 7 min. The remaining
cell pellet was re-suspended in 15 mL NaCl (150 mM)
and disrupted using a high-pressure homogeniser (8 bar;
Avestin Europe GmbH, Mannheim, Germany). The solu-
ble cytoplasmic protein fraction was separated from the
cell debris by centrifugation at 20,133 x g for 7 min. In
the second step, the secreted, membrane-associated, and
cytoplasmic protein fractions were each filtered through
a 0.45 um filter to remove residual cellular material, pre-
cipitated with 10% trichloroacetic (v/v) acid for 30 min
at 4 °C, and subsequently centrifuged at 20,133 x g for
10 min at 4 °C. The precipitated proteins were washed
twice with 10 mL methanol (high-performance liquid
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chromatography [HPLC] grade) and three times with
10 mL acetone (HPLC grade). In each washing step, the
precipitated proteins were centrifuged at 20,133 x g for
10 min at 4 °C. Finally, each pellet was dried at RT and
dissolved in 30 pL urea (8 M). The protein concentrations
were determined by measuring the 260: 280 nm absorb-
ance ratios (NanoPhotometer NP80, Implen GmbH,
Miinchen, Germany).

Preparing native proteins from secreted fractions

Proteins were separated from secreted and membrane-
associated fractions. Subsequently, the secreted and
membrane-associated protein fractions were filtered
through a 0.45 pm filter to remove residual cellular mate-
rial. Further, 2.5 mL of each fraction was subjected to a
buffer exchange in 25 mM 3-(N-morpholino) propane
sulfonic acid (MOPS), with 50 mM NaCl (pH 6.2) for
the secreted fraction and 25 mM MOPS with 150 mM
NaCl for the membrane-associated protein fraction (pH
of 6.2), using PD-10 desalting columns (GE Healthcare,
Chicago, IL, USA). Each fraction was then eluted in a vol-
ume of 3.5 mL. After repeating the last step three times,
14 mL of each eluted protein fractions was concentrated
to a final volume of 1.5 mL using a Centriprep 10 k filter
(Merck Millipore, Darmstadt, Germany). All steps were
carried out at 4 °C.

DNS assay

The hydrolytic activities in the generated enzyme mix-
tures were determined using a DNS assay [72]. Ten
microliters of the DNS reagent (300 g/L sodium potas-
sium tartrate and 10 g/L 3,5-DNS in 0.4 M NaOH) was
added to 30 uL of each sample and incubated for 10 min
at 95 °C in a thermocycler. The released reducing sug-
ars were measured spectrophotometrically at 540 nm.
Briefly, the reactions were conducted in a volume of
500 pL, comprising the enzyme mix and 5 mg/mL of
the tested sugars. Each sample was incubated for 72 h at
28 °C.

Preparing protein samples for LC-MS/MS analysis

Proteins were run 1 cm into a 10% Criterion Tris—HCl
Protein Gel (Bio-Rad Laboratories, Inc., Hercules, CA,
USA) and subsequently stained with Coomassie Brilliant
Blue (SERVA Electrophoresis GmbH, Heidelberg, Ger-
many). Visualised protein bands were excised from the
gel and used for peptide isolation according to a previ-
ously described method [73, 74], with modifications. The
excised gel was shredded into small pieces (<1 mm?)
and washed with acetonitrile until the Coomassie Bril-
liant Blue was completely removed. Subsequently, the
gel pieces were dried under vacuum for 15 min (Gene-
Vac Evaporator, GeneVac HiTechTrader, Ipswich, United
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Kingdom). Samples were reduced (10 mM dithiothrei-
tol and 50 mM ammonium bicarbonate) at 56 °C for
30 min, washed with acetonitrile, and alkylated (55 mM
iodoacetamide and 50 mM ammonium bicarbonate) at
RT for 20 min. After a second washing step with acetoni-
trile, the samples were dried under a vacuum for 15 min
(SpeedVac) and rehydrated in digest solution contain-
ing Trypsin Gold (V5280, Promega, Madison, WI, USA),
according to the manufacturer’s specifications. The enzy-
matic digestion was performed overnight at 37 °C, with
slight shaking. Peptides were extracted from the gel
pieces by a series of incubation steps (15 min each) using
50 mM ammonium bicarbonate, 100% acetonitrile, and
5% formic acid solution [75]. The collected solution was
again dried under vacuum, dissolved in 1% formic acid,
filtered through a 13.3 kDa spin-filter, and subsequently
subjected to LC-MS/MS analysis.

LC-MS/MS analysis, protein identification,

and quantification

Protein analysis was performed using a timsTOF Pro
mass spectrometer coupled with a NanoElute LC System
(Bruker Daltonik GmbH, Bremen, Germany), equipped
with an Aurora column (250 x 0.075 mm, 1.6 pm; IonOp-
ticks, Hanover St., Australia). The mobile phase com-
prised a 0.1% (v/v) water—formic acid mixture (A) and
a 0.1% (v/v) acetonitrile—formic acid mixture (B), which
was added as a binary gradient at a flow rate of 0.4 uL/
min. The gradient concentration started at 2% (v/v) B
and was increased linearly to 17% B after 36 min. After
another 18 min, the percentage of C was increased
to 25% (v/v) and then increased linearly to 37% B after
6 min. After 70 min, the concentration of B was adjusted
to the final value of 95% (v/v). The oven temperature dur-
ing the measurements was 50 °C.

A timsTOF pro mass spectrometer (TIMS) was used
in PASEF Mode with the following settings: mass range,
100-1700 mass: charge [m/z] ratio; ion mobility ramp,
0.6-1.6 V-s/cm?% 10 MS/MS scans per ion mobility ramp
(total cycle time 1.16 s); charge range, 0—5; active exclu-
sion for 0.4 min; a target intensity of 20,000 counts; and
an intensity threshold of 1000 counts. Collision energy
was ramped stepwise, appropriate to the ion-mobility
ramp, from 20 to 59 eV. The electrospray ionisation
source parameters were 1600 V for the capillary voltage
and 3 L/min N, (as dry gas) at a dry gas temperature of
180 °C. The measurements were performed in a posi-
tive ion mode. Mass calibration was performed using the
sodium formate cluster, and the TIMS was calibrated
using Hexais (2,2-difluoroethoxy) phosphazene, Hexakis
(2,2,3,3-tetrafluoropropoxy) phosphazene, and Chip cube
high mass references (m/z ratios of 622, 922, and 1222,
respectively) [76, 77].

Page 150f 18

Bioinformatics analysis

Peptide and subsequent protein identification were per-
formed using PEAKS software (Bioinformatics Solutions
Inc., Waterloo, ON, Canada) [78-80] and the C. oleagi-
nosus protein sequences from the UniProt database [52].
The relative protein intensities were quantified as the
ratio of protein intensities normalised to the total protein
intensities from the respective sample, and three biologi-
cally independent measurements were performed. For
each protein, a two-sample ¢-test was performed. Glyco-
sylated peptides from the secreted fractions were identi-
fied using the available PMTs implemented in PEAKS
software. Based on the identified protein sets (protein
fractions and carbohydrates), an intersection analysis
was performed to generate representative groups and
Venn diagrams (http://www.interactivenn.net, as of
14.09.2020) (Additional files 13, 14).

The classification of the proteins into the Gene Ontol-
ogy (GO) classes biological process, cellular function,
and molecular function was performed using OmicsBox
software (BioBam Bioinformatics S.L., Valencia, Spain,
Version 1.3.11) and the identified protein sets. First, a
BLAST search against the CloudBlast database and an
Interpro scan on CloudIPS was performed. Then, the
proteins were mapped and annotated before they were
assigned to the respective classes. For a more precise
functional analysis of the identified potential hydro-
lases, sequences of similar enzymes were identified using
Swiss-Model software [81-85] and the UniProt database
[52].

Phylogenetic analyses were performed in Geneious
Prime® (v2021.1.1, Biomatters Ltd.) using the “muscle
alignment” for the yeast 18 s sequences (American Type
Culture Collection, Manassas, Virginia, USA) and the
“geneious alignment” for the identified hydrolases using
the “Geneious Alignment” with the consensus method
majority greedy clustering.

Identifying signal peptides targeting the protein-secretion
pathway in C. oleaginosus
To identify potential eukaryotic signal peptides, the Sig-
nalP5.0 [62], Phobius [86], and WoLF PSORT [87] soft-
ware packages were used. The extraction software was
used to screen for secreted proteins with a -10 - 1g;, higher
than 36 and a signal sequence targeting the pathway of
protein secretion. A hit was determined only when all
three programs predicted a signal peptide for the protein.
MEME Suite 5.1.1 [88] was used for motif mining
and identification in the selected dataset. Specifically,
the MEME tool was used for novel motif prediction of
ungapped motifs in the set of proteins potentially carry-
ing a signal peptide. The FIMO tool was used to scan for
certain motifs within a specific dataset.
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Additional file 1: Fig. S1. Phylogenetic comparison of the 18S ribosomal
RNA genes from Cutaneontrichosporon oleaginosus, Trichosporon
cutaneum, Trichosporon asahii, Rhodotorula toruloides, Yarrowia lipolytica,
Lipomyces starkeyi, Komagataella pastoris and Saccharomyces cerevisiae.

Additional file 2: Fig. S2. Morphology of C. oleaginosus cultured in differ-
ent carbohydrate-based media. The red scale bar represents 5 pm. In the
left panel, microscopic images of yeast cells grown in different carbohy-
drate-based media are shown. C. oleaginosus cells cultured in (A) glucose,
(B) cellobiose, (C) lactose, (D) maltose, (E) sucrose, and (F) trehalose are
shown at 100x magnification. In the right panel, yeast cells cultured in
the same carbohydrate-based media are shown following Nile red stain-
ing at 100x magnification.

Additional file 3: Fig. S3. Fatty acid content and profile of C. oleaginosus
after cultivation on different disaccharides. Shown are the total fatty acid
content (a) and the fatty acid profile of cultures grown for 5 days on differ-
ent carbon sources and under nitrogen limitation.

Additional file 4: Fig. S4. Intersection analysis of the proteins identified

in the different carbohydrate-based media. The Venn diagram shows the
protein-intersection points of the investigated carbohydrates in relation to
the identified proteins. The graph indicates, from top to bottom, the Venn
diagrams for the secreted (a), cell wall-associated (b), and cytoplasmic
fractions (c).

Additional file 5: Fig. S5. Classification of all identified proteins according
to their functions in different bioprocesses.

Additional file 6: Fig. S6. Classification of all identified proteins according
to their molecular functions.

Additional file 7: Fig. S7 Classification of all identified proteins according
to their functions in different cellular processes.

Additional file 8: Fig. S8. Overview of the potential hydrolases identified
in this study. The potential hydrolases identified in this study are listed,
along with their identification (ID) numbers. The name describes the func-
tion of the enzyme with the highest sequence ID found after performing
BLAST searches with the Swiss-model and UniProt databases. In addition,
the reference ID is given for identification purposes. The Ref column
indicates whether previous publications have identified the hydrolase of
interest (4) or not (/).

Additional file 9: Fig. S9. Results of the enzyme test. Test results for each
fraction for the enzymatic breakdown of the indicated carbohydrates are
shown. Green highlighting indicates cleavage of the indicated disaccha-

ride, whereas red highlighting indicates a negative reaction.

Additional file 10: Fig. S10. Overview of the most important hydrolases,
as well as their function and potential substrates.

Additional file 11: Fig. S11. Phylogenetic analysis of the identified hydro-
lases. Major enzymes from figure EV10 are highlighted in red.

Additional file 12: Table S1. Total modified peptides.
Additional file 13: Table S2. Significants test of the detected hydrolases.
Additional file 14: Table S3. Total proteins detected.
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4 Diskussion

4.1 Nachhaltige Produktion von mikrobiellen Hochwertstoffen

Eine groRe Herausforderung unserer Zeit ist die nachhaltige Produktion von Wertstoffen wie
Biokraftstoffen, Pharmazeutika und hochwertigen sowie funktionellen Lebensmitteln. Die
aktuelle Nachfrage nach diesen Produkten nimmt aufgrund der wachsenden Weltbevolkerung
konstant zu und zwingt uns zur Entwicklung neuer Losungsansatze. Ein Beispiel ist die
Gewinnung von Biokraftstoff aus Rapsol, welches Diesel zu 100% ersetzen kann. Jedoch
haben diese Methoden der Biokraftstoffgewinnung den gro3en Nachteil, dass die Kultivierung
der terrestrischen Pflanzen oftmals grof3e Flachen bendtigt wodurch diese mit der Produktion
von Lebensmittelpflanzen in Konkurrenz tritt.°> Mikroorganismen wie die Mikroalgen
Botryococcus braunii und Schizochytrium spp., welche bis zu 70% Lipid akkumulieren kénnen,
bilden hier eine Alternative, da die Lipidausbeute pro Hektar verglichen mit terrestrischen
Pflanzen um ein Vielfaches hoher liegt.’>%°" Auch die Gewinnung von hochwertigen,
vitaminreichen Lebensmittel ist mit einem groflien Flachen- und Energieaufwand verbunden.
Um dennoch eine Steigerung der Produktion von funktionalen Lebensmitteln flr die stetig
wachsende Weltbevdlkerung zu gewahrleisten, sind neue Strategien notwendig. Schon heute
werden Mikroorganismen wie die Biomasse von Chlorella vulgaris als Zusatz in Smoothies
oder S. cerevisiae zur Produktion von Bier verwendet.®®% Jedoch wird bei ndherer Betrachtung
dieser Prozesse sichtbar, dass sie aktuell aus Kostengriinden nicht in Konkurrenz zu
etablierten, umweltschadigenden Methoden treten kénnen.®® Aus diesem Grund ist es
essenziell, das Wertstoffportfolio durch neue Mikroorganismen zu erweitern sowie die
bestehenden Methoden mithilfe von Prozessoptimierungen kosteneffizienter zu gestalten. Die
in dieser Arbeit eingebundenen Studien sowohl eine Basis flir Prozessoptimierungen als auch

fur die Entwicklung von neuen Prozessen.

4.2 Mikroalgen-basierte Wertstoffe

Das wissenschaftliche Interesse an Mikroalgen-basierten Prozessen zur Produktion von
Chemikalien ist in den letzten 20 Jahren stetig gestiegen. Ein Blick in die Literatur zeigt, dass
die meisten Abhandlungen sich mit dem Thema Lipidproduktion auseinandersetzen.'90-102
Lipide konnen z.B. durch eine Umesterung unter Zugabe von Methanol und einem Katalysator
zu Biokraftstoff umgewandelt werden.'® Bei der Lipidproduktion sowie deren Verarbeitung
wird auch die Gewinnung weiterer Koppelprodukte wie Zellimetabolite, Proteine, Vitamine und
der entstandenen Biomasse diskutiert.’%+1% Jedoch steht meist die Entwicklung der Prozesse
hin zu einer maximalen Lipidausbeute im Mittelpunkt, wobei die Einflisse auf die Bildung

hochwertiger Koppelprodukte nicht bertcksichtigt werden. So existieren nur wenige
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Abhandlungen zur parallelen Produktion von mehreren Hochwertprodukten wie zum Beispiel

die Produktion von Asthaxantin und Lipiden durch die Mikroalge H. pluvialis.%®

Da eine gesunde Ernahrungsweise auch in Schwellenlandern immer mehr in den Vordergrund
ruckt, werden neue, nachhaltige Mdglichkeiten der Lebensmittelproduktion benétigt. Es konnte
gezeigt werden, dass Mikroalgen ein vielversprechendes Potenzial besitzen, Bestandteil
dieser Produktion zu sein.'™ Ein Beispiel ist die Bildung hochwertiger Produkte wie
Asthaxantin, welches zum Farben von Lachsfleisch verwendet wird und als Radikalfanger das
menschliche Immunsystem unterstitzt, oder der Vitamine E und C, welche wahrend der
Produktion von Lebensmitteln zugegeben werden.'®” In unserer Studie ,Microalgae a Superior
Source of Folates: Quantification of Folates in Halophile Microalgae by Stable Isotope Dilution
Assay“ wurde mit Schwerpunkt auf halophile Chlorophyta gezeigt, dass Mikroalgen das
Potenzial als Lieferant von Vitamin Bo besitzen. Hierzu wurden im Verlauf der Studie
hergestellte Mikroalgenbiomasse auf ihre Folatgehalte hin untersucht und die gewonnenen
Daten mit dem Folatgehalt kommerziell hergestellter trockener Chlorella vulagris-Biomasse
verglichen. So konnte gezeigt werden, dass die getrocknete Biomasse mit bis zu 2450 £ 52,1
Mg/100g einen relativ hohen Folatgehalt aufwies, der jedoch verglichen mit frischer C. vulgaris-
Biomasse nur die Halfte der Menge betrug. Die Betrachtung von Chlorella sp. war im Hinblick
auf eine Zulassung als Nahrungsmittel bedeutend, da diese von der U.S. Food and Drug
Administration (FDA) mit dem GRAS-Status (generally regarded as safe) versehen wurde und
somit fir die Produktion von Lebensmitteln verwendet werden kann. Zwar zeigten andere
Stamme wie Picochlorum sp. und Dunaliella sp. deutlich héhere Konzentrationen an Folat,
jedoch wirde eine spatere Zulassung von Nahrungsmitteln, die auf diesen halophilen
Mikroalgen basieren, deutlich erschwert werden. Dennoch zeigt der Gesamtfolatgehalt, von
6470ug/100g Folat bei Picochlorum sp. (aktuell héchster nachgewiesener Wert in Mikroalgen),
dass in Zukunft eine Erforschung in diesem Bereich wichtig ist. Die in unserer Studie
gemessenen Folatkonzentrationen stimmen ebenfalls mit friheren Studien wie der von Brown
et al Uberein, welche in den australischen Mikroalgenstammen Tetraselmis sp.,
Nannochloropsis sp., Stichococcus sp. und Pavlova pinguis Folatmengen zwischen 1700 und
2600ug/100g nachwies. "% Eine weitere Studie von in Japan gesammelten und getrockneten
Mikroalgen zeigte Werte zwischen 1500 und 3600ug/100g.'® Diese Ergebnisse zeigen die

Relevanz, welche Mikroalgen in zuklnftigen Produkten spielen kénnten.

Neben der Wahl des jeweiligen Mikroalgenstamms sind der Einfluss von Nahrstoffen und
Stressfaktoren weitere Punkte, die bei der Produktion von Vitaminen herangezogen werden
mussen. In der Literatur wird haufig der Einfluss dieser Faktoren auf die Produktion von Lipiden
beschrieben, so z.B. die Limitation von Nitrat oder Phosphat.”'"° Der Einfluss von Stress auf
die Bildung von Vitaminen wird im Gegensatz dazu nur selten untersucht, und wenn doch,

stehen meist die Vitamine C und E im Vordergrund. Aus diesem Grund war ein weiterer
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Schwerpunkt unserer Studie, diese Einflisse auf die Bildung von Folat bei der
SuRwassermikroalge Chlorella sp. zu untersuchen.” Wir konnten zeigen, dass eine Limitation
an Nitrat im Kultivierungsmedium, welche sich bei den meisten Mikroalgen positiv auf den
Gesamtlipidgehalt auswirkt, wahrend der Zellkultivierung zu einer Reduktion der
Folatkonzentration von 2000 + 66,6ug/100g auf 1200 + 28,7ug/100g in der Biomasse flhrte.
Diese Reduktion steht im Gegensatz zur Bildung anderer Vitamine, wie E und C, deren Bildung
durch Nitrat- und Phosphatlimitation in vergleichbaren Mikroalgen positiv beeinflusst wird.!"2
So konnte gezeigt werden, dass durch diese Limitationen bei den Mikroalgen C. vulagris und
P. tricornutum die Bildung von Vitamin E und C induziert wird sowie bei der Alge T. suecica
der Gehalt an Vitamin C von ca. 0,1 auf 2,9 mg per Chlorophyll anstieg.''? Dies konnte
ebenfalls beim Stamm Nannochloropsis oculata nachgewiesen werden, welcher durch

Nitratlimitation mehr Vitamin C bildet.*2

Da eine Kultivierung in salzhaltigem Medium aus Prozess- und Kostengriinden interessant ist,
war ein weiterer Punkt unserer Arbeit der Einfluss von osmotischem Stress, welcher durch
Zugabe von NaCl induziert wurde. Die Auswirkungen von Salzstress auf Marinemikroalgen ist
von einigen Forschenden untersucht wurden.''*-""® Im Gegensatz dazu mangelt es an Literatur
zum Thema Salzstress bei SiuRwasseralgen. Die meisten Studien zu Salzstress bei
SluRwasseralgen behandeln die Bildung von Glyzerin, welches von einigen Dunaliella-
Stdmmen wie Dunaliella tertiolecta und Dunaliella salina unter osmotischem Stress vermehrt
gebildet wird."®12° Jedoch gibt es keine Beschreibung Uber den Einfluss auf die Produktion
von Vitaminen wie Folat. In unserer Studie konnte gezeigt werden, dass nach der
Nitratlimitation die zweitstarkste Reduzierung am Gesamtfolatgehalt von Chlorella sp. unter
Salzstress erfolgte, wobei sich der Folatgehalt unter Zugabe von 1% NaCl zum
Kultivierungsmedium von 2000 + 66,6ug/100g auf 1560 + 50,7ug/100g reduzierte.

Im Gegensatz zu den vorherigen Stressfaktoren konnten keine Unterschiede des
Gesamtfolatgehaltes durch Beleuchtung mit griinem bzw. blau-rotem Licht erreicht werden.
Jedoch konnte eine Verteilungsveranderung innerhalb der Folatisomere (PteGlu, Hasfolat, 5-
CHs-Hsfolat, 5-CHO-H4folat, und 10-CHO-PteGlu) nachgewiesen werden. So stieg bei
Beleuchtung mit griinem Licht die Menge an 5-CHO-Hfolat verglichen zur Referenzkultur um
ca. 12%. Diese Erkenntnis kdnnte in spateren Prozessen von Nutzen sein, da die

unterschiedliche Stabilitat der Folatvitamere zu einer veranderten Bioverfligbarkeit fiihrt.'’
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4.3 Grundlagenerforschung eines Hefemetabolismus zur spateren

Prozessoptimierung
Hefen bilden ein breites Spektrum an verwertbaren Metaboliten und werden aus diesem Grund
in vielen Prozessen eingesetzt. Als Beispiele sind die Produktion von Ethanol oder Lipiden zu
nennen.'??'® Um die Herstellungsprozesse dieser Stoffe mdglichst effektiv zu nutzen und zu
optimieren, ist ein Grundverstandnis Uber die metabolischen Ablaufe nétig. Hierzu zahlen
neben der Verwertung unterschiedlicher und neuer Substratquellen sowie deren Einfluss auf
die Enzymexpression auch der Einfluss von Nahrstofflimitationen. Ein haufig in der Literatur
behandeltes Beispiel ist die Steigerung der Lipidausbeute mithilfe von Sticktstoff- oder
Phosphatlimitation.’” Im Gegensatz dazu kann auch durch gezielte gentechnische
Veranderungen im Erbmaterial der Hefen eine Produktoptimierung oder Steigerung der
Produktivitat erreicht werden.'?412° So konnte, wie das Beispiel Lipomyces starkeyi zeigt, durch
genetische Optimierungen eine gesteigerte Lipidprodutivitat von 30,7% mit einer zusatzlichen
leichten Veranderung der Fettsdurezusammensetzung erreicht werden.'? Gleiches gilt fur die
oleogene Hefe Yarrowia lipolytica, welche durch gentechnische Optimierung eine vierfach
hohere Lipidproduktivitat im Vergleich zur Kontrollkultur aufwies.'?” Es existiert eine Vielzahl
an Literatur, welche das Grundverstandnis lGber die metabolischen Ablaufe, wie den Transport
von Kohlenhydraten und die ldentifizierung von Hydrolasen in diesen Hefen, geschaffen
hat.128129.130131.132 Ejr die oleogene Hefe C. oleaginosus, welche ebenfalls ein groRes
Potenzial bei der Produktion von Lipiden aufweist, ist nur wenig bekannt.6%133.134 Um zukuinftig
gezielte Prozessoptimierungen durch Substratwechsel bzw. genetische Optimierung
vorzunehmen, sind weitere Erkenntnisse Uber die Nutzbarkeit neuer Substrate sowie die
metabolische Antwort auf diese essenziell. Aus diesem Grund befasst sich unsere Arbeit
,ldentifying carbohydrate-active enzymes of C. oleaginosus using systems biology“ mit der
Erforschung der metabolischen Reaktion von C. oleaginosus auf verschiedene Kohlenhydrate.
Hierbei wurden gut verfigbare dimere Kohlenhydrate, wie Cellobiose, Lactose, Maltose,
Trehalose und Saccharose, verwendet und ihr Einfluss auf den Metabolismus im Vergleich zu
Glukose betrachtet. Als Basis wurden das Wachstumsverhalten sowie die Morphologie
wahrend der Kultivierung untersucht. Hierbei konnten Unterschiede zu vorherigen
Publikationen nachgewiesen werden. So zeigte Awad et al.,, dass die Disaccharide
Saccharose und Maltose ahnliche bzw. reduzierte Biomassekonzentrationen im Vergleich zu
Glukose aufwiesen und Lactose am besten umgewandelt wird.®° In unserer Studie wurden
jedoch mit einer optischen Dichte bei 600nm von 4,75 bzw. 4,85 die hochsten Werte bei
Saccharose und Maltose nachgewiesen. Im Vergleich hierzu zeigte Glukose mit einer ODegoo
von 2,58 eine geringere Menge an Biomasse. Ein Grund fur diese Diskrepanz kdnnte, wie
ebenfalls fur andere Hefen gezeigt, die unterschiedliche Medienzusammensetzung sein, was

wiederum zeigt, dass neben der spezifischen Kohlenhydratquelle auch die anderen Makro-
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und Mikronahrstoffe einen Einfluss auf das Wachstumsverhalten dieser Hefe besitzen.'®
Zusatzlich konnten je nach verwendetem Kohlenhydrat Veranderungen in der
morphologischen Erscheinung der einzelnen Zellen mikroskopisch nachgewiesen werden.
Hierbei sind vor allem die groReren Zellen bei Saccharose und die stabchenformigen Zellen
bei Zugabe von Trehalose (als Substrat) zu nennen. Speziell Trehalose wird haufig als
Speicherverbindung zur Stressvermeidung gebildet und kdnnte aus diesem Grund zu einer
Stressreaktion der Zelle flihren.’™® Ein &ahnliches morphologisches Verhalten auf
Stressfaktoren konnte bei der oleogenen Hefe Yarrowia lipolytica nachgewiesen werden,
welche ihre Form unter Indizierung von oxidativem oder thermischen Stress durch
Hyphenbildung, gepaart mit einer um 25% erhohten Dehnung, anderte.”” In der Folge wurden
detaillierte Daten Uber den Abbau der dimeren Kohlenhydrate erhoben. Hierzu wurden
sekretierte, Membran-assoziierte und cytoplasmatische Proteinfraktionen im Detail betrachtet,
was eine genauere Bestimmung des Abbauverhaltens der dimeren Kohlenhydrate durch C.
oleaginosus erlaubte. Wie zu erwarten wurden, ausgehend vom Sekretom hin zum
Cytoplasma, immer groRere Mengen an verschiedenen Enzymen detektiert.
Interessanterweise unterschied sich jedoch die Variation an unterschiedlichen Enzymen jeder
EC-Klasse je nach Kohlenhydratquelle signifikant. In den Analysen konnten
substratspezifische Enzyme identifiziert werden, die ausschlieBlich in Gegenwart eines
Substrats gebildet wurden. Die so gewonnenen Daten ermoglichen es, bei einer spateren
gentechnischen Veranderung die Expression von bestimmten Enzymen durch einen
Kohlenstoffwechsel zu induzieren. Dadurch wird es méglich, den Zeitpunkt einer ausgewahlten
Enzymexpression exakt festzulegen und so die zukinftigen Prozessfihrungen zu stabilisieren.
Diese gezielte Expression wurde schon beim Mikroorganismus Pichia pastoris, welcher durch
Zugabe von Methanol zur Sekretion von Lipasen angeregt wurde, gezeigt.'*® Ein weiteres
Beispiel ist die Induzierung des POX2-Promoters durch Olséure bei der Kultivierung der

oleogenen Hefe Yarrowia lipolytica in glukosehaltigem Medium.'3®

Des Weiteren wurde das Expressionsverhalten der Hydrolasen unter Zugabe der
verschiedenen dimeren Kohlenhydrate in den Fraktionen verglichen. Die hieraus gewonnenen
Daten bilden eine Grundlage fir folgende gentechnische Stammoptimierungen und daraus
folgende Prozessverbesserungen. So kann der potenzielle Verwertungsort (Sekretom,
Membran, Cytoplasma) zeigen, welche Schritte flr das Zellwachstum limitierend wirken, und
damit helfen, Losungsansatze zu identifizieren. Als Beispiel weisen die Daten unserer Studie
auf eine intrazellulare Verstoffwechselung von Cellobiose hin, welche ebenfalls fir
cellulolytische Pilze wie Neurospora crassa und Penicillium oxalicum beschrieben wurde. 40141
Diese exprimieren Cellodextrin-Transporter (Cellodextrin-Permeasen), welche dafir sorgen,
dass eine ausreichende Menge an Cellobiose zur Verwertung in das Zellinnere transportiert

wird.'#"42 Die Einbringung eines solchen zusétzlichen Cellobiose-Transporters konnte flir ein
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verbessertes Wachstum von C. oleaginosus auf Cellobiose-haltigen Medien sorgen und
dadurch diesen Hefestamm fir weitere Prozesse, die auf Cellobiose-basierenden Substraten
grinden, interessant machen.'*? Vergleichbare Ergebnisse wurden schon durch die
genetische Veranderung der Hefe S. cerevisiae erreicht.*® Hierbei ermdglichte die Einfiihrung
eines potenziellen Cellobiose-Transporters in S. cerevisiae bzw. dessen Verbesserung, dass
sie in der Lage war, auf Cellobiose-haltigen Medien zu wachsen.'*'424 AuRerdem kann eine
gesteigerte Expression, gepaart mit einem guten Wachstum, wie es bei dem Dimer Maltose
der Fall ist, auf neue potenziell hoch aktive Enzyme, wie die in dieser Studie als H, bezeichnete

Alpha/beta-glucosidase, hinweisen.

Ein weiterer wichtiger Aspekt ist die Aufklarung des Proteinsekretionsmechanismus. Hier
kommen, wie aus der Literatur bekannt, Signalpeptide zum Einsatz'#-'4¢. Die Sekretion
eukarontischer Organismen verlauft in der Regel Uber das Endoplasmatische Retikulum,
wobei Signalsequenzen zum Einsatz kommen.'*® Aus diesem Grund bildet die Identifizierung
dieser speziellen Signalsequenzen eine wichtige Rolle bei dem Verstandnis von
Proteinsekretion und wurde genau untersucht. Hierbei konnte ein 15 Aminosaure langes Motiv,
welches in 81 von 112 Proteinen nachgewiesen wurde, identifiziert werden. Dieses
Signalpeptid kann bei spateren gentechnischen Arbeiten dazu verwendet werden, dass C.
oleaginosus neu eingebrachte Proteine gezielt sekretiert. Dies kdnnte zum einen, wie schon
bei der Hefe S. cerevisiae anhand des Beispiels von Xylose und Cellobiose gezeigt wurde,
dazu fuhren, dass C. oleaginosus in der Lage ist, neue Substrate wie Black Liquor oder
Melibiose zu verwerten.'* Zum anderen konnte es genutzt werden, dass wahrend des
Prozesses der Lipidproduktion neue Enzyme ins Medium abgegeben werden, welche im
spateren Verlauf aufgereinigt werden kénnen. Die Gewinnung von Nebenprodukten kdnnte es
ermoglichen, die auf C. oleaginosus basierenden Prozesse rentabler zu gestalten und

zusatzlich die Substratpallette zu erweitern.
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5 Ausblick

Die kontinuierlich wachsende Weltbevolkerung und die damit verbundene Nachfrage nach
nachhaltigen, biobasierten Wertstoffen aus Bereichen wie der Pharmazie oder
Lebensmittelproduktion, macht die Produktion solcher Wertstoffe mithilfe von
Mikroorganismen zunehmend interessant und wichtig. In der vorgelegten Arbeit konnte gezeigt
werden, dass Algen fur die Gewinnung von Vitamin Be genutzt werden konnen. Hierbei
konnten durch eine folgende Betrachtung von Transkriptions- sowie Genomdaten
Mechanismen identifiziert werden, welche fur das Ein- und Ausschalten der
Folatsynthesewege verantwortlich sind. Diese systembiologischen Daten konnten als
Grundlage fir eine gerichtete genetische Optimierung der Folatproduktion besonders im
besten Produktionssystem (Picochlorum sp.) genutzt werden. Alternativ kdnnten gerichtete
Mutationsverfahren wie chemische oder radiometrische Mutagenese eingesetzt werden, um
die Folattiter weiter zu steigern. Zusatzlich wurde nachgewiesen, dass verschiedene
Stressfaktoren sich negativ auf die Folatbildung auswirken kénnen. Die gewonnenen Daten
bilden die Basis fir aufbauende Arbeiten wie z.B. Tests der Bioverfligbarkeit der gebildeten
Vitamine fir den Menschen. Um zukiinftig neue, rentable Prozesse zu entwickeln, sollte die
parallele Bildung von Vitamin By und weiterer Koppelprodukte untersucht werden. Hierbei
konnte die parallele Produktion von Lipiden und Vitamin Bg von Interesse sein, da hierdurch
die Rentabilitat des Produktionsprozesses gesteigert werden kdonnte. Da Algen, wie in dieser
Arbeit beschrieben, in der Lage sind, hohe Mengen an Vitamin By, Vitamin C und E zu bilden,
sollte in Betracht gezogen werden, diese auf weitere Vitamine wie Vitamin Bs hin zu

analysieren.

Die gewonnenen Daten Uber die Proteinexpression durch C. oleaginosus bilden die Basis flr
ein systembiologisches Verstandnis dieser oleogenen Hefe. Durch weiterfUhrende
Erkenntnisse im Bereich der Metabolomik kénnten Stoffwechselwege aufgeklart und so ein
Model fir C. oleaginosus entwickelt werden. Dieses kdnnte in Zukunft als Grundlage fur die
Erforschung weiterer Hefestdmme dienen. Im Hinblick auf folgende Prozessoptimierungen
kénnte durch Implementierung weiterer oder neuer Promotoren gesteigerte Expressionen von
Enzymen hervorgerufen werden, welche zu einer verbesserten Verstoffwechselung von
Substraten wie Cellobiose fiihren konnten. Ebenfalls konnte, wie schon bei S. cerevisiae
gezeigt, durch Einbringen neuer Gene die Nutzung weiterer Stoffe als Substrat fur die
Kultivierung von C. oleaginosus erreicht werden. Hierdurch kénnten neue Prozesse, welche
Abfallstréme als Substrat nutzen wirden, entwickelt und somit Prozesse rentabler gestaltet
werden. Zusatzlich waren Produktoptimierungen moglich wie die Anpassung des

Fettsaureprofiles auf die jeweilige industrielle Nutzung.
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