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1 Einleitung

1.1 Enzyme in der organischen Synthese

Enzyme sind proteinogene Katalysatoren biologischen Ursprungs, die die Natur im Rahmen
evolutiver Prozesse fortwdhrend weiterentwickelt und optimiert hat. Aus diesem Grund
werden sie hdufig als Biokatalysatoren bezeichnet. Thre technische Nutzung umfasst den
Einsatz isolierter Enzyme und ganzer Zellen, die sowohl natiirliche als auch nicht natiirliche
Substanzen umsetzen. Ganze Zellen werden insbesondere bei synthetischen Reaktionen, die
die Gegenwart von Cofaktoren erfordern, angewandt. Diese hdufig sehr teuren Cofaktoren,
bei denen es sich um filir biokatalytische Prozesse essentielle, nicht-proteinogene
Komponenten handelt, lassen sich auf diesem Weg in vitro regenerieren. Zudem hat der
Einsatz ganzer Zellen den Vorteil, dass die Aufreinigung des Enzyms entfillt. Die Vorteile
der Nutzung isolierter Enzyme liegen dagegen in der Vermeidung von Nebenreaktionen durch
andere Enzyme sowie in hoheren Enzym- und Produktkonzentrationen [Tyler et al., 2006,

Bommarius und Riebel, 2004, Faber, 2004, Schmid ef al., 2001].

Biokatalysatoren zeichnen sich vor allem durch ihre hohe katalytische Effizienz aus, die es
ihnen ermoglicht, eine Reaktionsrate um Faktoren von 10® bis 10'* zu beschleunigen [Azerad,
1995]. In Folge dessen geniigen oft bereits Enzymkonzentrationen zwischen 10~ und 10™
Mol-% im Reaktionsansatz, um hohe Produktausbeuten zu erzielen. Im Vergleich dazu
werden chemische Katalysatoren in Konzentrationen zwischen 0,1 bis 1 Mol-% eingesetzt

[Faber, 2004].

Eine herausragende Eigenschaft von Enzymen ist ihre Féhigkeit, ein weites Spektrum an
Reaktionen zu katalysieren und gleichzeitig eine hohe Chemo-, Regio- und Stereoselektivitit
zu besitzen. Folglich treten Nebenreaktionen wie Isomerisierungen, Racemisierungen und
Epimerisierungen selten bis gar nicht auf, was zu einer deutlich hoheren Reinheit des
Produktes fiihrt und somit dessen Aufreinigung erleichtert. Als Konsequenz bedarf es keinem
oder einem verringerten Einsatz der Schutzgruppentechnik, die in der organischen Synthese
oft unerlasslich ist [Tyler et al., 2006, Bommarius und Riebel, 2004, Faber, 2004, Schmid e?
al.,2001].
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Enzyme sind unter milden Reaktionsbedingungen, normalerweise in einem Temperatur-
bereich zwischen 20 und 40 °C, in einem pH-Bereich zwischen 5 und 8 und unter atmosphaéri-
schem Druck, aktiv, was zu einer hoheren Prozessokonomie aufgrund der verringerten
Energieaufwendung fiihrt. Dariiber hinaus wirkt sich ihr Einsatz positiv auf die Prozessoko-
logie aus, da Biokatalysatoren vollstindig biologisch abbaubar und somit umweltvertraglich

sind [Tyler et al., 2006, Straathof et al., 2002].

Aufgrund der Vielzahl positiver Eigenschaften von Biokatalysatoren finden diese heutzutage
zahlreiche Verwendung im industriellen Sektor. Die Anwendungen umfassen die Katalyse
von Reaktionen, wie Synthesen, Umwandlungen oder Abbaureaktionen in der Pharma-,
Nahrungsmittel-, Textil-, Papier-, Agrar- und Waschmittelindustrie [Aehle, 2007, Straathof et
al., 2002, Liese et al., 2000].

Gegenwirtig existieren etwa 150 etablierte biokatalytische Prozesse, in den meisten Fillen fiir
die Produktion von komplexen Substanzen mit geringen Produktionsvolumina, sogenannten
Feinchemikalien [Osterath et al., 2007, Schulze und Wubbolts, 1999]. Diese sind meist chiral
und kénnen mit Hilfe von Enzymen mit Enantiomereniiberschiissen (ee) von > 99 % synthe-
tisiert werden [Hilterhaus und Liese, 2007]. Zu den industriell bedeutendsten enantiomeren-
reinen Verbindungen zédhlen chirale Alkohole, Diole oder Hydroxyketone, die beispielsweise
mittels Alkoholdehydrogenasen aus den jeweiligen prochiralen Ketonen hergestellt werden
konnen [Hummel und Kula, 1989]. Die auf diesem Weg gewonnenen Substanzen stellen
wichtige Bausteine fiir die Synthese von pharmazeutischen Wirkstoffen, Diingemitteln und

Duftstoffen dar.

Im Bereich der Produktion achiraler Bulkchemikalien konnen Enzyme, unter anderem
aufgrund ihres hohen Preises, selten gegeniiber den etablierten chemischen Verfahren
bestehen. Eine bedeutende Ausnahme ist die biotechnologische Produktion von Acrylamid.
Dabei lassen sich aus der Ausgangssubstanz Acrylnitril mittels der Nitrilhydratase aus
Rhodococcus rhodochrous mittlerweile jéhrlich 30 000 Tonnen Acrylamid mit einer 99,9

%igen Ausbeute herstellen [Liese et al., 2000].
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Die bislang etablierten biokatalytischen Prozesse sowie der Einsatz unkonventioneller Medien
zur Erweiterung des Reaktionsspektrums von Enzymen und somit derer Anwendungsbereiche
verdeutlichen das gegenwirtige und zukiinftige Potential der Enzymkatalyse. Weiterhin
tragen Fortschritte im Bereich der Molekularbiologie und das wachsende Wissen im Bereich
der Strukturaufkldrung von Proteinen zur weiteren Optimierung von Enzymen und somit zur

weiteren ErschlieBung neuer Anwendungsfelder bei.

1.2 Anforderungen an Enzyme flr die technische Anwendung

Obwohl die Anzahl etablierter biokatalytischer Reaktionen in der Industrie stetig zunimmt
existieren noch immer zahlreiche Barrieren, die den technischen Einsatz von Enzymen limi-
tieren. Dazu zdhlt unter anderem, dass es einer hohen Effizienz des Biokatalysators bedarf,
dieser jedoch gleichzeitig preiswert und in ausreichenden Mengen verfiigbar sein sollte. Zu-
dem erfordert der industrielle Einsatz von Enzymen eine hohe Aktivitdt und Stabilitdt des
Biokatalysators bei hohen Temperaturen, extremen pH-Bedingungen, hohen Salz-
konzentrationen, unter mechanischer Beanspruchung sowie in Gegenwart unkonventioneller
Losungsmittel [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Bommarius und Riebel, 2004, Faber, 2004,
Illanes, 1999].

Die genannten Anforderungen stellen in vielen Fillen noch immer Grenzen fiir die technische
Nutzung von Biokatalysatoren dar. So lassen sich zahlreiche Enzyme nur sehr aufwendig und
durch eine Vielzahl an Aufreinigungsschritten bereitstellen. In der Folge entstehen hohe
Kosten fiir die Isolierung eines Enzyms, was wiederum zu hohen Preisen von Biokatalysato-

ren fiihrt [Faber, 2004].

Bei zahlreichen Reaktionen bedarf es Bedingungen, die auBlerhalb des Aktivitits- und
Stabilitdtsoptimums von Enzymen liegen. Dazu zdhlen extreme pH-Werte und hohe
Temperaturen, die zu hoheren Reaktionsraten sowie einer besseren Loslichkeit zahlreicher
Reaktanden fiihren [Iyer und Ananthanarayan, 2008]. In der Folge kommt es in vielen Féllen
zu einer Inaktivierung der Enzyme aufgrund der Entfaltung ihrer Tertidrstruktur unter den
genannten Bedingungen, was eine weitere Begrenzung der technischen Umsetzung biokataly-

sierter Reaktionen darstellt.
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Der Einsatz hoher Salzkonzentrationen in Gegenwart von Enzymen spielt insbesondere in der
Lebensmittelindustrie eine bedeutende Rolle. Mit Ausnahme halophiler Enzyme zeigen zahl-
reiche Biokatalysatoren unter solchen Bedingungen eine ausgeprégte Instabilitit aufgrund der
starken Wechselwirkung der Salzionen mit schwachen ionischen Bindungen des Proteins, was
wiederum den technischen Einsatz von Proteinen beschridnkt [Iyer und Ananthanarayan,

2008].

Fiir die industrielle Anwendung von Enzymen ist deren mechanische Stabilitdt von grofler
Bedeutung, da unter Prozessbedingungen oft Scherkréfte zur Durchmischung der Reaktions-
16sung auf das Enzym einwirken, beispielsweise in einem kontinuierlichen Riihrtankreaktor
(CSTR). Aus der mechanischen Beanspruchung des Biokatalysators resultiert oft dessen In-
aktivierung, was eine weitere Einschrinkung der industriellen Nutzung von Enzymen dar-

stellt.

Der Einsatz unkonventioneller Losungsmitteln bei biokatalysierten Reaktionen ist infolge der
begrenzten Loslichkeit vieler Substrate in rein wéssrigen Medien oftmals unerlédsslich. Zudem
lassen sich unerwiinschte wasserabhingige Nebenreaktionen unterdriicken, mikrobielle
Verunreinigungen konnen eliminiert werden und die Produktisolierung wird aufgrund
niedriger Siedepunkte und hoher Dampfdriicke vereinfacht [Carrea und Riva, 2000,
Natarajan, 1991]. Die Nutzung unkonventioneller Medien umfasst unter anderem die Verwen-
dung wasserloslicher und -unldslicher organischer Losungsmittel, sowie ionischer Fliissig-
keiten (ILs) [Castro und Knubovets, 2003, Carrea und Riva, 2000]. Der Einsatz von Enzymen
in diesen Medien stellt nach wie vor eine gro3e Herausforderung dar, da die Proteinstabilitit
in Gegenwart der genannten Medien oft drastisch reduziert wird und es zu einer Inaktivierung
des Enzyms kommt [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Schiffer und Détsch, 1996, Halling,
1990, Hahn-Héagerdal, 1986]. Dabei wird zwischen einer molekularen Toxizitdt und einer
Grenzflichentoxizitit ausgehend vom Medium unterschieden [Carrea und Riva, 2008]. Die
molekulare Toxizitét tritt in einem Einphasensystem auf, in dem die in der wéssrigen Phase
gelosten Losungsmittelmolekiile toxisch auf das Protein wirken. Dabei erfolgt die De-
hydratisierung des Enzyms, bei der Wassermolekiile an der Proteinoberflache gegen Losungs-
mittelmolekiile ausgetauscht werden, was zu einer Anderung der dreidimensionalen Protein-

struktur fiihrt. Dadaurch kommt es zur Inaktivierung des Enzyms [Iyer und Ananthanarayan,
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2008]. Zusitzlich hiangt dieser Effekt von der Polaritit des Losungsmittels ab, wobei im
Allgemeinen gilt: Je polarer das Losungsmittel ist, desto groBer ist sein Einfluss auf den
Biokatalysator [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Laane, et al. 1987]. Dieses Prinzip besitzt
jedoch keine Allgemeingiiltigkeit und ist somit nicht auf alle Reaktionssysteme iibertragbar.
Im Fall der Grenzflichentoxizitit, die neben der molekularen Toxizitdt in Zweiphasen-
systemen stattfindet, tritt das Enzym an der Phasengrenzfliche mit den LoOsungsmittel-

molekiilen in Kontakt und wird in Folge dessen inaktiviert.

Aufgrund der genannten Limitierungen besteht flir die industrielle Nutzung eines Bio-
katalysators der Anspruch, ihn so zu optimieren, dass er unter den beschriebenen technischen

Anforderungen bestehen kann.

1.3 Strategien zur Enzymstabilisierung fir die technische Anwendung

Zur Erhohung der Stabilitit von Enzymen fiir deren technische Nutzung existieren gegenwiér-
tig verschiedene Strategien. Bei dem sogenannten medium engineering werden dem Enzym
Additive wie Salze, Kryoprotektantien, Polyole, Zucker, Antioxidantien, Polyethylenglykole
(PEG) und andere synthetische Polymere zugesetzt [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Fagain,
1995, Schmid, 1979]. Diese Methode beinhaltet zusitzlich die Veranderung des Reaktions-
mediums durch den Zusatz von Cosolventien wie organische Losungsmittel oder ionische
Fliissigkeiten [Fagdin, 1995, Vermue und Tramper, 1995]. Dariiber hinaus existieren Strate-
gien, die auf Basis der DNA- sowie auf der Proteinebene eine Erhohung der Enzymstabilitit
bewirken konnen. Ausgehend von der genetischen Ebene wird zwischen zwei Ansétzen unter-
schieden: dem rationalen Design und der gerichteten Evolution [Dalby, 2007]. Beim
rationalen Design erfolgt die selektive Verdnderung der Primérstruktur des Proteins [Eijsink
et al., 2004]. Hierbei bedarf es jedoch einer intensiven Kenntnis von Struktur-Funktionsbezie-
hung des Enzyms. Im Unterschied dazu werden bei der gerichteten Evolution Verédnderungen
auf Basis einer zufallsbasierten Mutation hervorgerufen [Rubin-Pitel und Zhao, 2006,
Bornscheuer und Pohl, 2001]. Weiterhin gelten die kovalente chemische Modifizierung von
Aminoséureresten des Proteins und die Immobilisierung des Enzyms durch Bindung an
verschiedenen Trigermaterialien als vielversprechende Methoden, um die Stabilitidt von Bio-

katalysatoren zu erhéhen [Brady und Jordaan, 2009, Hartmann und Jung, 2009, Sheldon,
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2007, Davis, 2003, DeSantis und Jones, 1999, Roig und Kennedy, 1992]. Im Folgenden

werden die fiir diese Arbeit relevanten Methoden néher vorgestellt.

1.3.1 Chemische Modifizierung

Die chemische Modifizierung von Biokatalysatoren ist eine der dltesten Methoden zur ge-
zielten Verdanderung der Proteineigenschaften infolge der kovalenten Bindung verschiedener
Reagenzien an bestimmte funktionelle Gruppen der Aminosédureseitenketten des Enzyms.
Prinzipiell stehen dazu alle Aminosdurereste zur Verfiigung, wobei jedoch meist nur die pola-
ren Aminosduren eine ausreichende Reaktivitit besitzen, was auf deren ionisierbare Seiten-
ketten zuriickzufiihren ist. Die jeweils unprotonierten Spezies konnen als potente Nukleophile

in verschiedenen Additionsreaktionen agieren.

Urspriinglich diente die Modifizierung von Enzymen der Aufkldrung von Struktur-Funktions-
Beziehungen [Means und Feeney, 1990]. Gegenwirtig wird sie hingegen bevorzugt zur Erho-
hung der Enzymstabilitit und -16slichkeit eingesetzt [DeSantis und Jones, 1999]. Dabei ist die
Auswahl der zur Verfiigung stehenden Methoden und modifizierenden Reagenzien weit-
reichend. Hinsichtlich der Modifizierungsmethoden wird zwischen mono-, bi- und multi-
funktionalen Reagenzien unterschieden. Bi- und multifunktionale Reagenzien fiihren zur
intra- und intermolekularen Quervernetzung des Proteins, woraus die Bildung fester Enzym-
aggregate resultiert. Aus diesem Grund wird die Quervernetzung von Proteinen auch hiufig
der Immobilisierung zugeordnet. Monofunktionale Reagenzien dagegen besitzen nur eine
reaktive Gruppe, die unter definierten Bedingungen mit bestimmten Aminosdureresten
reagiert. Dem entsprechend lassen sich monofunktionale Reagenzien nur nach dem Amino-
sdurerest, mit dem sie spezifisch reagieren, oder nach der Art der durchgefiihrten Reaktion
unterteilen. Eine Auswahl der zur Verfiigung stehenden Methoden zur chemischen Modifizie-

rung von Enzymen ist in Tabelle 1.1 zusammengefasst.
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Tabelle 1.1 Methoden zur chemischen Modifizierung von Enzymen.

Funktionalitat

(Aminosaureseitenkette) Reaktion Regenzien
Amidierung Imidoeste
Acetylierung Anhydride
Aminogruppe (-, &-Lys)  Reduktive Aminierung NaBH,4, NaBH3;CN
Sulfonierung Trinitrobenzolsulfonat
Cabamatbildung Carbonate
Carboxylgruppe (Asp, Glu) Urethanbildung Carbodiimide
Guanidingruppe (Arg) Alkylierung Dicarbonyl-Derivate
Imidazolgruppe (His) Alkylierung Anhydride
Indolgruppe (Trp) Oxidation N-Bromsuccinimid
Phenolgruppe (Tyr) Nitrierung Tetranitromethan
Alkylierung Halogenacetate
Thiolgruppe (Cys)
Oxidation Dithiobis(2-nitrobenzolsédure)
Thioethergruppe (Met) Oxidation Radikalbildner (z.B. H,O,)

Ein Nachteil der chemischen Modifizierung von Enzymen ist die geringe Selektivitt, mit der
die entsprechenden Reagenzien an die verfligbaren Aminosédurereste binden. In Folge dessen
kann das Modifizierungsreagenz neben der gewlinschten auch an andere funktionelle Gruppen
kovalent binden. Eine Mdglichkeit auf die Reaktivitit der Aminosdurereste Einfluss zu
nehmen, ist die Verdnderung des pH-Wertes wihrend der Modifizierung, da eine Abhéngig-
keit zwischen der Reaktivitit der funktionellen Gruppen und deren Protonierungsgrad besteht.
Weitere Einflussparameter sind die Konzentration des Modifizierungsreagenzes sowie die
Reaktionsdauer. Trotz dieser Moglichkeiten lassen sich haufig nur heterogene Enzymlsun-

gen gewinnen, die wenig reproduzierbar sind [Means und Feeney, 1990].

Dennoch erfolgte die Etablierung der chemischen Modifizierung von Enzymen, um deren
Eigenschaften gezielt zu verdndern. Dazu z&hlt unter anderem die Erhdhung der Loslichkeit
und Stabilitdit von Enzymen, beispielsweise durch eine Reaktion mit verschiedenen

Anhydriden [Sangeetha und Abraham, 2006, Khajeh, et al., 2001, Vinogradov et al., 2001],
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Aldehyden [Vinogradov et al., 2001], Imidoestern [Ryan et al., 1994, Basri et al., 1992] oder
aktivierten Polymeren [Vandertol-Vanier et al., 2002, Herndiz et al., 1999, Kazan et al.,
1997]. Ein hiufig eingesetztes Polymer ist Polyethylenglycol (PEG). Die kovalente Bindung
von PEG an zugingliche Lysinreste an der Proteinoberfliche kann zu einer Erhohung der
Temperaturstabilitit von Enzymen fithren [Garcia-Arellano et al., 2002, Yang et al., 1996,
Gaertner und Puigserver, 1992] sowie zu einer Stabilisierung gegeniiber inaktivierenden Ein-

fliissen wie organischen Losungsmitteln beitragen [Van den Wittenboer ef al., 2010, Szabo et

al., 2009, Salleh et al., 2002, Vinogradov et al., 2001].

1.3.2 Immobilisierung

Bei der Immobilisierung von Enzymen werden diese per Definition durch chemische oder
physikalische Methoden in ihrer Beweglichkeit eingeschrinkt, wobei ihre katalytischen
Féhigkeiten erhalten bleiben [Hartmeier, 1986]. Das bedeutet, dass ein immobilisierter Bio-
katalysator zum einen ausreichend katalytisch aktiv sein muss und zum anderen nicht mehr in
Losung gehen darf, woraus die Mdglichkeit fiir eine vereinfachte Abtrennung des Enzyms aus

der Produktlosung resultiert [Cao, 2005].

Durch die Immobilisierung von Enzymen ergibt sich fiir deren technische Anwendungen eine
Reihe von Vorteilen. So wird der Biokatalysator zum einen in eine handhabbarere Form iiber-
filhrt und folglich eine einfache Rezyklierbarkeit des Enzyms sowie eine kontinuierliche
Prozessfiihrung ermdglicht. Zum anderen besitzen immobilisierte Enzyme hohe Katalysator-
dichten. Aufgrund dessen lassen sich die katalysierten Reaktionen wesentlich 6konomischer
gestalten, was fiir industrielle Anwendungen von grofler Bedeutung ist [Sheldon, 2007].
Dariiber hinaus weisen immobilisierte Enzyme oft auch verbesserte Eigenschaften auf. Dazu
zdhlen erhohte Enzymaktivititen [Mateo et al., 2007, Goto et al., 2005, Hsu et al., 2000,
Bastida et al., 1998] und sehr hdufig verbesserte Stabilititen, insbesondere unter denaturieren-
den Bedingungen [Bolivar et al., 2009, Mateo et al., 2007, Mateo et al., 2002, Fernandez-
Lafuente et al., 2000]. Dabei kann das Enzym beispielsweise gegeniiber hohen Temperaturen
oder auch organischen Losungsmitteln stabilisiert werden [Goto et al., 2005, Abian et al.,
2002, Klibanov, 1979]. Ferner kann die Immobilisierung eines Enzyms auch einen Einfluss
auf dessen Selektivitdt ausiiben. In diesem Zusammenhang lésst sich diese sowohl verdndern

[Cabrera et al., 2009, Palomo 2008, Palomo et al., 2002, Aoun und Baboulene 1998] als auch
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erhohen [Mateo et al., 2007, Suh et al., 2003, Mclninch und Kantrowitz, 2001, Rotticci ef al.,
2000].

Es existieren fiinf grundsétzliche Methoden Enzyme zu immobilisieren. Dabei wird zwischen
der Immobilisierung des Enzyms infolge der Ausbildung einer Bindung untereinander oder
mit einem Triager und der Immobilisierung eines Biokatalysators durch dessen Einhiillung in
polymere Matrizes sowie seine Verkapselung in Membranen unterschieden, wie in Abbildung

1.1 dargestellt ist.

Immobilisierung

Bindung Einhillung

Trégerlose Quervernetzung

5 @) @)
EEE, 1999‘

Adsorption an Trager Kovalente Bindung an Tréager Einbettung in Matrix

Abbildung 1.1 Methoden zur Immobilisierung von Enzymen.

Bei der Bindung an einen Triger kommen sehr viele anorganische und organische Stoffe
sowie synthetische Polymere in Betracht, wobei zwischen der adsorptiven und kovalenten
Bindung unterschieden wird. Die Adsorption ist die einfachste und dlteste Methode, bei der
die Biokatalysatoren {liber hydrophobe, polare und elektrostatische Wechselwirkungen an der
Oberfliche des Trigers wie beispielsweise Holzschnitzel, Cellulose oder Silicate gebunden
werden. Diese Methode zeichnet sich durch ihre einfache Ausfiihrbarkeit und den geringen
Einfluss auf die Konformation des Biokatalysators aus. Ihr Nachteil besteht jedoch in der
Freisetzung des Biokatalysators wihrend des Prozesses aufgrund der geringen Bindungsstirke
[Cao, 2005, Faber, 2004, Hartmeier, 1986]. Im Gegensatz dazu tritt dieses Problem bei der
kovalenten Bindung des Enzyms an einem Tréger nicht auf, da der Biokatalysator iiber die

funktionellen Gruppen seiner Aminosduren kovalent gebunden ist, was zu einem stabileren
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Biokatalysator-Trager-Komplex fiihrt. Der wesentliche Nachteil dieser Methode liegt dagegen
in der bestehenden Moglichkeit, essentielle Aminosdurereste innerhalb oder in der Ndhe des
aktiven Zentrums des Enzyms in diese Bindung zu involvieren, woraus ein drastischer Verlust
der katalytischen Aktivitit resultiert [Hartmeier, 1986]. Bei der Quervernetzung (cross-
linking) werden die einzelnen Biokatalysatoren durch bi- oder mehrfunktionelle Reagenzien
wie z.B. Glutardialdehyd und Hexamethyldiisothiocyanate miteinander verbunden, was die
Bildung von sehr hochmolekularen unldslichen Aggregaten zur Folge hat. Ein Nachteil dieser
Aggregate ist ihre meist gelatinose Beschaffenheit, die ihren Einsatz in technischen Prozessen
erschwert. Weiterhin kann es bei der Quervernetzung von Enzymen zu einer Blockierung
derer aktiven Zentren innerhalb der entstehenden hochmolekularen Aggregate kommen, was

mit Aktivitdtsverlusten einhergeht.

1.4 Die l6sliche Hydrogenase aus Ralstonia eutropha H16

Ralstonia eutropha H16 ist ein gramnegatives lithoautotrophes Knallgasbakterium, das zur

S -Subklasse der Proteobakterien z&hlt [Pohlmann et al., 2007]. Dieser Organismus verfiigt

tiber drei aktive Hydrogenasen: eine membrangebundene, eine regulative und eine 16sliche
[Burgdorf et al. 2005a, Loscher et al., 2005]. Letztere ist dabei in der Lage, neben der reversi-
blen Spaltung von molekularem Wasserstoff in Protonen und Elektronen gleichzeitig die
Reduktion von Elektronenakzeptoren wie Nicotinamidadenindinukleotid (NAD") zu kataly-

sieren [Schneider und Schlegel, 1976].

1.4.1 Biochemische Eigenschaften

Die losliche Hydrogenase aus Ralstonia eutropha H16 (SH, EC 1.12.1.2) zihlt wie alle
Hydrogenasen zur Enzymklasse der Oxidoreduktasen. Aufgrund ihres heterodinuklearen Ni-
Fe-aktiven Zentrums ist sie innerhalb der Hydrogenasen der Subklasse der [NiFe]-Hydroge-
nasen zuzuordnen [Burgdorf ef al., 2005a]. Bei der SH handelt es sich um ein heterohexame-
ren Proteinkomplex mit einer Molekularmasse von 208,2 kDa, der sich im Gegensatz zu einer
Vielzahl von Standardhydrogenasen durch seine Toleranz gegeniiber Sauerstoff auszeichnet
und folglich eine aerobe Reaktionsfithrung erlaubt [Burgdorf et al., 2005a, Van der Linden et
al.,2004a, Lenz et al., 2002, Schneider und Schlegel, 1981]. Des Weiteren besitzt die SH eine

nur geringe Sensitivitdt gegeniiber Kohlenstoffmonoxid [Van der Linden et al., 2004b].
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Mittels Kristallographie ist es bereits gelungen detaillierte Informationen zur atomaren Struk-
tur von einigen Standardhydrogenasen aus der [NiFe]-Subklasse zu erlangen [Frey, 2002],
wohingegen die Kristallisation der sauerstofftoleranten Enzyme bislang noch nicht erreicht
werden konnte. Zur Aufkldrung von Proteinstruktur-Funktionsbeziehungen der SH wurde sich
bis heute molekularbiologischer und spektroskopischer Techniken bedient, mit deren Hilfe
eine schematische Vorstellung der Struktur entwickelt werden konnte [Ldscher et al., 2005,
Burgdorf et al., 2005a, Burgdorf ef al., 2005c]. Abbildung 1.2 zeigt diesen strukturellen Auf-
bau der SH.

NADH

2H*

Abbildung 1.2 Schematische Darstellung der hexameren SH aus R.eutropha H16 nach
Burgdorf ef al. 2005a. [mit freundlicher Genehmigung von S. Karger AG Basel]

Die SH besteht aus zwei funktional unterschiedlichen heterodimeren Komplexen, wobei es
sich um ein Hydrogenasemodul und ein NADH-dehydrogense bzw. -diaphorasemodul han-
delt. Diese beiden Komplexe konnten bereits getrennt voneinander isoliert und charakterisiert
werden [Lauterbach et al., 2011, Horch et al., 2010, Burgdorf et al., 2005b, Burgdorf et al.,
2005¢, Loscher et al., 2005, Van der Linden et al. 2004a, Van der Linden et al. 2004b,
Massanz et al. 1998, Schneider et al., 1979, Schneider & Schlegel, 1978]. Demnach besitzt
die SH ein [2Fe-2S]-Cluster, mindestens 3 [4Fe-4S]-Cluster und zwei nicht kovalent gebun-
dene Flavinmononukleotidgruppen (FMN). Das Hydrogenasedimer, kodiert durch die Gene
HoxH (55 kDa) und HoxY (23 kDa), beherbergt unter anderem das Ni-Fe-aktive Zentrum so-
wie eine der beiden FMN-Gruppen (FMN-a) und ist fiir die Hydrogenaseaktivitét verantwort-
lich. Das Diaphorasedimer, kodiert durch die Gene HoxF (67 kDa) und HoxU (26 kDa), regu-
liert hingegen die Bindung und Umsetzung von NAD(H) und stellt die zweite FMN-Gruppe
(FMN-b) sowie mehrere [Fe-S]-Cluster bereit.
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Die wasserstoffabhingige Reduktion von NAD" erfordert das tetramere Konstrukt der SH
(HoxHYUF). Die infolge der Wasserstoffspaltung bereitgestellten Elektronen werden dabei
von der Ni-Fe-Seite iiber FMN-a, die [4Fe-4S]-Cluster und den [2Fe-2S]-Cluster bis hin zum
FMN-b und schlussendlich auf NAD" iibertragen. Die zwei zusitzlichen Untereinheiten, die
vom HoxI-Gen (je 18,6 kDa) kodiert sind, wurden in dem hdhergewichtigen hexameren
Komplex entdeckt, wobei deren Funktion bislang noch nicht eindeutig geklart ist [Burgdorf et

al., 2005b].

1.4.2 Reaktionsspektrum

Die SH katalysiert wie alle Hydrogenasen die Spaltung von molekularem Wasserstoff in
Elektronen und Protonen. Zudem setzt sie aufgrund ihrer Bidirektionalitit Elektronenakzepto-
ren wie NAD" um. Neben ihrer Spezifitit gegeniiber NAD" ist die SH ebenso in der Lage, ein
breites Spektrum weiterer Wasserstoffakzeptoren vollstindig zu reduzieren [Schneider und
Schlegel, 1976]. Einige dieser moglichen Wasserstoffakzeptoren und die entsprechende

Hydrogenaseaktivitit der SH sind in Tabelle 1.2 aufgelistet.

Tabelle 1.2 Auswahl der moglichen Wasserstoffakzeptoren der SH und ihre entsprechende

Hydrogenaseaktivitit.
Wasserstoffakzeptor Aktivitat [%0]
NAD 100
Methylviologen 70
Benzylviologen 34
Menaquinon 307
Ubiquinon 85
Methylenblau 125
Phenazinmethosulfat 354
Diazingriin 108
Ferricyanid 503

FMN 85
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Die SH kann demnach neben NAD Elektronenakzeptoren wie Methylviologen, Menaquinon,
Methylenblau bis hin zu Ferricyanid umsetzen. Dabei zeigt sie verglichen mit NAD+ 3-, 3,5-
und 5-fach hohere Reaktionsraten bei der Reduktion von Menaquinon, Phenazinmethosulfat
bzw. Ferricyanid. Des Weiteren setzt sie Methylviologen, Benzylviologen oder Ubiquinon

vollstindig um, jedoch mit verminderten Hydrogenaseaktivititen im Vergleich zu NAD+.

1.4.3 Anwendungsfelder

Fiir den technischen Einsatz der SH sind insbesondere ihre Hydrogenaseaktivitit sowie ihre
Fihigkeit, NAD" zu reduzieren von Bedeutung. In diesem Zusammenhang besteht einerseits
ein grofles Interesse an der Verwendung der SH in einer enzymatischen Brennstoffzelle sowie
an ihrem Einsatz fiir eine lichtgetriebene Wasserstoffproduktion. Andererseits kann sie eben-
falls Anwendung bei der Regenerierung des Cofaktors NADH finden, welcher in einer Viel-

zahl enzymkatalysierter Reduktionen umgesetzt bzw. verbraucht wird.

Die Verwendung der SH in einer Brennstoffzelle beruht auf ihrer Fahigkeit, Wasserstoff in
Elektronen und Protonen zu zerlegen und auf diese Weise aus Wasserstoff und Sauerstoff
elektrischen Strom und Wasser zu produzieren, wie in Abbildung 1.3 in Anlehnung an
Ludwig et al., 2008 dargestellt ist [Ludwig et al., 2008, Cracknell et al., 2008, Vincent et al.,
2006, Vincent et al., 2005a].

Hydrogenase

Wasser

Elektrolyt

Hydrogenase-beschichtete Laccase-beschichtete
Graphit-Anode Graphit-Kathode

Abbildung 1.3 Schematischer Aufbau der enzymatischen Brennstoffzelle.
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Wie konventionelle Brennstoffzellen besteht die enzymatische Brennstoffzelle aus zwei
Elektroden, wobei diese nicht aus Platin sondern aus enzymbeschichtetem Graphit bestehen.
Die Graphit-Anode ist dabei mit einer Hydrogenase beschichtet, die Kathode hingegen mit
einer Sauerstoff-Reduktase, einer Laccase. Werden nun die entsprechenden Substrate, Was-
serstoff und Sauerstoff, hinzugefiigt ldsst sich ein kontinuierlicher Strom erzeugen [Ludwig et
al., 2008, Vincent et al., 2005b]. Im Vergleich zu konventionellen, Platin-basierten Brenn-
stoffzellen besitzt die biologische unter anderem den Vorteil, dass es aufgrund der hohen
Spezifitit der Enzyme sowie der Sauerstofftoleranz der Hydrogenasen aus Ralstonia eutropha
H16 keiner Trennung der Elektroden durch eine Protonen-Austausch-Membran bedarf.
Zudem zeichnen sich die Hydrogenasen aus Ralstonia eutropha H16 durch ihre geringe
Sensitivitdt gegeniiber Kohlenstoffmonoxid aus, welches in ungereinigtem, aus fossilen Roh-
stoffen gewonnenem Wasserstoffgas in Spuren vorhanden ist und Platin-basierte Katalysa-
toren vergiftet. Das enzymatische System wird dagegen davon folglich nicht beeintrachtigt
[Ludwig et al., 2008, Cracknell et al., 2008, Vincent et al., 2006, Vincent et al., 2005a,
Vincent et al., 2005b].

Des Weiteren konnte bereits gezeigt werden, dass sich die Hydrogenasen aus Ralstonia
eutropha H16 zur Produktion von reinem Wasserstoff aus Licht und Wasser eignen. Dabei
besteht das Ziel ein solches System in robusten Cyanobakterien zu etablieren, wodurch die
Wasserstoffgewinnung bei gleichzeitiger Sauerstofffreisetzung angestrebt wird [Ludwig et

al., 2008].

Unter Voraussetzung der Gewinnung von Wasserstoff aus der oxygenen Photosynthese und
der Erzeugung elektrischen Stroms aus diesem mittels der enzymatischen Brennstoffzelle
liele sich ein Kreislauf schlieBen, bei dem aus Licht und Wasser elektrischer Strom aus-
schlieBlich durch den Einsatz von Biokatalysatoren erzeugt werden konnte. In diesem
Zusammenhang wiirde es zu keinem Anfall klimaschidlicher Abfallprodukte kommen, was
aus Okologischer Sicht einen bedeutenden Vorteil darstellt. Unter wirtschaftlichen Aspekten
gesehen stehen der Aufwand der Realisierung eines solchen Systems und die daraus gewon-
nenen Strom- bzw. Wasserstoffmengen bislang jedoch in keinem rentablen Verhéltnis. Aus
diesem Grund bedarf es der weiteren Optimierung und Stabilisierung der entsprechenden En-

zyme unter den beschriebenen Bedingungen.
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Der Einsatz der SH bei der reduktiven Cofaktorregenerierung wird im Folgenden néher

beschrieben.

1.5 Reduktive Cofaktorregenerierung

Die asymmetrische Synthese chiraler Substanzen wie Hydroxysduren [Simon et al., 1989,
Vasic-Racki ef al., 1989], Aminosduren [Bommarius et al. 1998; Hummel & Kula 1989] oder
Alkohole [Itoh et al., 1999, Rissom et al., 1999, Itoh et al., 2002] aus den entsprechenden
prochiralen Ketonen mittels Oxidoreduktasen erfordert in zahlreichen Reaktionen den Einsatz
von Cofaktoren, am hiufigsten NADH. Aufgrund der hohen Kosten der Cofaktoren ist deren

Regenerierung im Reaktionsansatz fiir eine wirtschaftliche Produktion unerlésslich.

Gegenwirtig existieren verschiedene Strategien zur Regenerierung von NADH, wobei
zwischen biologischen, elektrochemischen, chemischen und photochemischen Methoden zu
unterscheiden ist. Die biologische Methode nutzt ganze Zellen oder isolierte Enzyme zur
Wiedergewinnung des Cofaktors. Das elektrochemische Verfahren hingegen bedient sich
elektrischer Energie und das photochemische der entsprechenden Lichtenergie. Bei der
chemischen Regenerierung von NADH werden wiederum Reduktionsmittel eingesetzt

[Wichmann und Vasic-Racki, 2003, Chenault ez al., 1988].

Ein industriell anwendbares Cofaktorregenerierungssystem sollte eine hohe Effizienz auf-
weisen, was sowohl hohe Reaktionsumsitze als auch hohe Reaktionsraten einschlief3t. In
diesem Zusammenhang wird sich der Ermittlung der fotal turnover number (TTN) bedient,
die diese Effizienz widerspiegelt. Hierbei gibt die TTN die Menge Produkt an, die mit Hilfe
von 1 Mol Cofaktor produziert wird. Somit gibt sie die Anzahl der Reaktionszyklen, wie héu-
fig ein Cofaktor oxidiert und reduziert werden kann, an [Chenault et al., 1988]. Ein wirt-
schaftliches System sollte dabei den Cofaktor 10° - 10°mal regenerieren, was sowohl bei
chemischen als auch bei elektro- und photochemischen Methoden nicht der Fall ist [Chenault
und Whitesides, 1987]. Biologische Cofaktorregenerierungssysteme hingegen zeigen eine
hohe Effizienz. Hierbei wird die Arbeit mit ganzen Zellen durch das Auftreten von Neben-
reaktionen und Substrat- oder Produktinhibierungen begrenzt. Im Gegensatz dazu fiihrt der

Einsatz von isolierten Enzymen sowohl zu hohen TTNs als auch zur Vermeidung von Neben-
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reaktionen, vorausgesetzt das Enzym besitzt eine ausreichend hohe Stabilitdt [Wichmann und

Vasic-Racki, 2003, Chenault et al., 1988].

Zur Regenerierung von NADH mittels isolierter Enzyme haben sich gegenwirtig zwei

Strategien bewihrt:

1. Bei der substratgekoppelten Regenerierung katalysiert die Oxidoreduktase, wobei es sich
im speziellen um eine Alkoholdehydrogenase handelt, sowohl die Reduktion des
Zielketons als auch die Cofaktorregenerierung (Abbildung 1.4). Dazu wird dem
Reaktionsansatz ein Alkohol, beispielsweise Isopropanol, im Uberschuss hinzugegeben,

welcher im selben Mal} oxidiert wird, wie das Keton reduziert wird.

0 0
)|\ NADH + H* /|J\
R R,

Oxidoreduktase

OH OH

NAD*

hm T

Abbildung 1.4 Substratgekoppelte Cofaktorregenerierung.

2. Die enzymgekoppelte Cofaktorregenerierung nutzt ein zweites Enzym und sein Substrat.

1.5.1 Formiatdehydrogenasegekoppelte Cofaktorregenerierung

Die Formiatdehydrogenase aus Candida boidinii (FDH, EC 1.2.1.2) mit Formiat als Substrat
stellt das meist eingesetzte enzymgekoppelte Cofaktorregenerierungssystem dar, da es gegen-

iiber dem substratgekoppelten System eine Reihe von Vorteilen besitzt [Orlich, 2000]:

e Erhohung der Reduktionsrate, da Substrat und Cosubstrat nicht um dasselbe aktive Zen-

trum eines Enzyms konkurrieren.
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e Formiat ist eine giinstige Wasserstoffquelle und zudem in hohen Konzentrationen in
Losung stabil.

e Aufgrund des Ubergangs des entstehenden Kohlenstoffdioxids in die Gasphase liegt das
Reaktionsgleichgewicht stark auf der Produktseite (NADH + H").

e Die FDH ist kommerziell und zu niedrigen Preisen erhiltlich.

Aufgrund der beschriebenen Vorteile findet die FDH-katalysierte Cofaktorregenerierung
gegenwirtig industrielle Anwendung bei der Evonik Degussa GmbH, wo L-tert-Leucin aus
Trimethylpyruvat mit einer Leucin-Dehydrogenase hergestellt wird (Abbildung 1.5)
[Woltinger et al., 2005].

CO> NADH + H* COxH

: + NH i
Formiatdehydrogenase - Hzo3 Ié%ui:ldrruieghydrogenase

NH,
HCOOH NAD*

CO,H

Abbildung 1.5 Reaktionsschema des L-tert-Leucinprozesses.
1.5.2 Hydrogenasegekoppelte Cofaktorregenerierung

Die Nutzung eines hydrogenasegekoppelten Systems zur Regenerierung von NADH stellt
eine bemerkenswerte Alternative zum konventionell genutzten FDH-katalysierten System dar,
vorausgesetzt die eingesetzte Hydrogenase besitzt neben einer Bindestelle zur Umsetzung von
molekularem Wasserstoff eine weitere fiir NAD', wie es bei der SH der Fall ist. In einem
solchen System erfolgt die Regenerierung von NADH durch die Zugabe der Hydrogenase und
ihres Substrates Wasserstoff (Abbildung 1.6).
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@]
NADH + H* |

Ri Ry

Hydrogenase Oxidoreduktase
OH

Hz2 NAD*

R ¢ "Ry
H

Abbildung 1.6 Hydrogenasegekoppelte Cofaktorregenerierung.

Aus dem Finsatz einer Hydrogenase zur Cofaktorregenerierung ergibt sich zunichst der Vor-
teil, eines der giinstigsten zur Verfiigung stehenden Reduktionsmittel nutzen zu konnen,
molekularen Wasserstoff. Des Weiteren wird eine maximale Atomokonomie erzielt und die
Entstehung von Nebenprodukten, wie es bei der FDH der Fall ist, vermieden. Zudem hat sich
das FDH-gekoppelte System zwar bislang fiir industrielle Anwendungen bewihrt, jedoch
besitzt es noch immer eine Reihe von Nachteilen, die durch den Einsatz einer effizienten
Hydrogenase kompensiert werden konnten. So besitzt die FDH eine geringe spezifische
Aktivitit, die zwischen 3 und 4 U mg™ liegt und dazu fiihrt, dass groBe Enzymmengen und
lange Reaktionszeiten benodtigt werden, um ausreichend hohe Reaktionsumsétze zu erzielen
[Hummel, 1999]. In diesem Zusammenhang konnten bei der FDH-gekoppelten Regene-
rierung von NADH bislang nur TTNs zwischen 600 und 80000 erreicht werden [Chenault ef
al., 1988, Kula und Wandrey, 1987], was die begrenzte Effizienz dieses Regenerierungs-
systems nochmals belegt. Zudem gilt die FDH in organischen Losungsmitteln als wenig stabil
[Groger et al., 2003, Kruse et al., 1996], was die technische Anwendbarkeit zusétzlich
limitiert. Der Einsatz von Formiat bei der FDH-gekoppelten Cofaktorregenerierung zieht
dariiber hinaus den stindigen Bedarf einer starken Pufferung des Reaktionssystems nach sich.
Anderenfalls kdme es zu einer starken Beeintrachtigung des pH-Wertes wihrend der Reak-

tion, was die Inaktivierung der eingesetzten Enzyme zur Folge hitte.

Dass ein hydrogenasegekoppeltes Cofaktorregenerierungssystem grundsitzlich realisierbar

ist, wurde bislang mittels verschiedener Hydrogenasen demonstriert. So konnte bereits gezeigt
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werden, dass sich mithilfe der 16slichen Hydrogenase aus Pyrococcus furiosus NADPH mit
einer hohen Effizienz regenerieren ldsst [Mertens et al., 2003]. Dariiber hinaus wurde die
generelle Realisierbarkeit der NADH-Regenerierung unter anderem mit einer Hydrogenase
aus Desulfovibrio vulgaris [Hilhorst et al., 1993] sowie mit der SH gezeigt, wobei die Umset-
zung mit der SH ihren Einsatz in der isolierten Form [Andersson et al., 1998, Klibanov und
Puglisi, 1980] als auch den Einsatz der ganzen Zellen [Hasumi et al., 1992, Okura et al.,
1990, Otsuka et al., 1989, Payen et al., 1983] einschloss. Eine ausgiebige Bewertung und ein
Vergleich mit der konventionell genutzten FDH wurden jedoch bislang nicht vorgenommen,
wodurch noch keine Aussagen iiber die Effizienz des SH-katalysierten Cofaktorregenerie-

rungssystems getroffen werden konnten.
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1.6 Zielsetzung

Die asymmetrische Synthese chiraler Substanzen wie Hydroxysduren, Aminosduren oder
Alkohole mittels Oxidoreduktasen erfordert hdufig den Einsatz des Cofaktors NADH, wes-
halb eine Regenerierung dieses Cofaktors im Reaktionsansatz flir eine 6konomische Prozess-
fiihrung unerlésslich ist. Da das gegenwirtig etablierte Verfahren, das die Formiatdehydroge-
nase aus Candida boidinii (FDH) als Cofaktorregenerierungsenzym nutzt, noch immer eine
geringe Effizienz besitzt, besteht das Bestreben ein alternatives und effizienteres Regenerie-
rungssystem bereitzustellen. Ein besonderes Interesse wird in diesem Zusammenhang dem
Einsatz eines hydrogenasegekoppelten Regenerierungssystems beigemessen, vorausgesetzt es
handelt sich um eine bidirektionale Hydrogenase, die neben der Bindestelle zur Umsetzung
von molekularem Wasserstoff eine zweite fiir die Reduktion von NAD besitzt. Eine Hydroge-
nase, die diese Voraussetzung erfiillt und sich zudem durch eine geringe Sensitivitdt gegen-
tiber Sauerstoff auszeichnet, ist die 10sliche Hydrogenase aus Ralstonia eutropha H16 (SH).
Fiir eine solche technische Anwendung der SH erfolgte jedoch bislang noch keine umfassende
Charakterisierung, Bewertung sowie eine gezielte Anpassung des Enzyms an die geforderten

Prozessbedingungen.

Im Rahmen dieser Arbeit sollte zundchst eine umfassende Charakterisierung der iiberexpri-
mierten und mittels Strep-Tactin®-Affinititschromatographie aufgereinigten, hexameren SH
erfolgen, da in diesem Bereich nur unzureichend Literaturdaten existieren. Dazu sollte der
Einfluss verschiedener isolierter und technisch relevanter Faktoren auf die Aktivitit und
Lagerungsstabilitidt der SH analysiert werden. Bei den zu untersuchenden Parametern sollte es
sich um die Temperatur, den pH-Wert, verschiedene Salze, unterschiedliche wasserldsliche
und -unlosliche organische Losungsmittel sowie ionische Fliissigkeiten, verschiedene Additi-
ve und die mechanische Beanspruchung handeln. Zudem sollte die gegenseitige Beeinflus-
sung des pH-Wertes und der Temperatur bezogen auf die Enzymaktivitdt und -stabilitit mit-
tels design of experiments (DOE, statistische Versuchsplanung) analysiert und die optimalen
Bedingungen fiir eine maximale Aktivitdt und Stabilitdt sowie einer Balance zwischen den
beiden GroBlen ermittelt werden. Basierend auf der Kenntnis dieser technisch relevanten
Faktoren und deren Einfluss auf die Aktivitit und Stabilitit der SH sollte eine Bewertung der
SH hinsichtlich ihres Einsatzes bei der Regenerierung von NADH erfolgen.
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Basierend auf den Resultaten der Enzymcharakterisierung sollte die gezielte Stabilisierung
der SH gegeniiber deaktivierenden Einfliissen wie der Gegenwart organischer Losungsmittel,
ionischer Fliissigkeiten und unter mechanische Beanspruchung erfolgen. Da sich die
Stabilisierung eines komplexen, heteromeren Enzyms wie der SH durch molekularbiologische
Methode sehr aufwindig gestaltet, sollte die Stabilisierung der SH iiber die chemische
Modifizierung der Proteinoberfliche und die adsorptive sowie kovalente Immobilisierung auf
einen geeigneten Trdger erfolgen. Dazu sollte fiir beide Immobilisierungsformen eine Opti-
mierung des Immobilisierungsverfahrens durchgefiihrt und zudem eine Bewertung der er-
zielten Enzymstabilisierung vorgenommen werden. Durch die Immobilisierung der SH sollte
neben einer Stabilisierung der SH die Entwicklung eines handhabbareren, rezyklierbaren Bio-

katalysators, der eine kontinuierliche Prozessfiihrung erlaubt, erreicht werden.

Schlussendlich sollte die SH in ihrer nativen sowie in ihrer stabilisierten Form bei der
reduktiven Regenerierung von NADH eingesetzt werden. Als Modellreaktion sollte dabei die
durch die Carbonylreduktase aus Candida parapsilosis (CPCR) katalysierte Reduktion von
Acetophenon zu (S)-1-Phenylethanol dienen. Anhand der Bestimmung der Reaktionsumsétze
sowie der Berechnung der erreichten Umsatzzahlen (TTN) sollte die Effizienz dieses
Regenerierungssystems ermittelt und iiber den Vergleich mit dem gegenwirtig etablierten

FDH-gekoppelten System bewertet werden.
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2 Material und Methoden

2.1 Materialien

2.1.1 Chemikalien

Acetophenon
AmmoengTM 101
Biorad Protein Assay
[BMIM][BF4]
[BMIM][OTT]
D-Desthiobiotin
DTT

DMF

DMSO
[EMIM][EtSOy4]
FMN

[HMIM][CI]

IPTG

Isopropanol

MTBE
[MTEOA][MeSO4]
n-Heptan

NAD"

NADH (Kaliumsalz)
NADH (Natriumsalz)
Rotiphorese® Gel 40
Toluol

Sigma Aldrich (Steinheim)
RWTH Aachen (AK Leitner)
Biorad (Miinchen)

Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Sigma Aldrich (Steinheim)
Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Sigma Aldrich (Steinheim)
Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

RWTH Aachen (AK Leitner)
Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Sigma Aldrich (Steinheim)
Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)

Roth (Karlsruhe)
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Alle nicht aufgefiihrten Chemikalien wurden von den Firmen Fluka (Neu-Ulm), Merck

(Darmstadt), Roth (Karlsruhe) oder Sigma-Aldrich (Steinheim) bezogen und waren mindes-

tens analysenrein (p.a.).

2.1.2 Sonstige Materialien

Durchfluss Strep-Tactin® Superflow® Séule
FDH (58,3 UmL™)

Ni-NTA-Saule

Page Ruler™ Prestained Protein Ladder
Page Blue™ Protein Staining Solution

Roti®-Load (4 x)

Plasmide und Stamme
Ralstonia eutropha HF210(pHG1)

pGE760

E. coli BL21(DE3)

pET26b(+)CPCRhis

Trager fur die Enzymimmobilisierung
Amberlite™ XAD 761

Amberlite™ XAD 7HP

Amberlite™ FPA 54

IBA (Goéttingen)

Sigma Aldrich (Steinheim)
Qiagen (Hilden)
Fermentas (Leon-Rot)
Fermentas (Leon-Rot)

Roth (Karlsruhe)

(Humboldt  Universitdit Berlin, AK
Friedrich/Lenz)

[Kortliicke und Friedrich, 1992]

41.2kB, SH  Operon  (StrepHoxF)
AhoxBCJ in pEDY309 TcR RK2 ori
Mob+ (Humboldt Universitit Berlin, AK
Friedrich/Lenz)

[Josta Hamann, Oliver Lenz, Lars
Lauterbach, unveroffentlicht]

[FF ompT gal dcm lon hsdSp (rg” mp)
MDE3 [lacl lacUVS5-T7gege 1 indl sam7
nin3])] (Novagen)

6.266 kb, Pro. Kan® lacl, ColEl-
Replikon

Rohm und Haas (Chauny, Frankreich)
Rohm und Haas (Chauny, Frankreich)
Rohm und Haas (Chauny, Frankreich)
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Amberlite™ FPC 3500
CV-IB-A161
CV-IB-C435
Sepabeads”™ EC-EP

2.1.3 Gerate

Elektrophorese (SDS-PAGE)

FPLC

Gaschromatograph GC-2010
Geldokumentation
Inkubator
Inkubationsschiittler
Autoklav

Magnetriihrer
pH-Meter
Rotationsverdampfer
Thermoblock
Thermoschrinke
Uberkopfschiittler 3025
Ultraschallgerite:

Ultraschallbad Sonorex RK106

Ultraschallstab Labsonic M
UV-Vis-Spektrometer Cary 50
Vortexer Genius 3

Waage

Zentrifugen:

Minispin Plus

Biofuge Stratos

Rohm und Haas (Chauny, Frankreich)
Chiralvision (Leiden, Niederlande)
Chiralvision (Leiden, Niederlande)

Resindion S.R.L (Binasco, Italien)

Xcell SureLockTM Mini-Cell, Invitrogen
(Karlsruhe)

Amersham Bioscience Europa GmbH
(Freiburg)

Shimadzu (Kyoto, Japan)

Alpha Innotech (Hessisch Oldendorf)
Memmert (Schwabach)

Infors AG (Bottmingen, Schweiz)

HSP Steriltechnik AG (Magdeburg)

VWR (Darmstadt)

Metrohm (Filderstadt, Plattenhardt)

Biichi (Essen)

Peqlab (Erlangen)

Aqualytic (Dortmund)

GFL (Burgwedel)

Bandelin (Berlin)
Satorius (Gottingen)
Varian (Darmstadt)
IKA (Staufen)
Sartorius (Gottingen)

Eppendorf AG (Hamburg)

Heraeus, Thermo Fisher Scientific (Bonn)
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2.1.4 Medien und Puffer

FN-/FGN-Medium (SH)

Tabelle 2.1 Zusammensetzung von FN- und FGN-Medium pro Liter.

Komponenten FN-Medium FGN-Medium
Masse [0] Masse [g]
Na,HPO, x 2 H,O 4,47 4,47
KH,PO4 1,5 1,5
MgSO4 x 7 H,O 0,02 0,02
FeCls 0,0003 0,0003
CaCl; x 2 H,0 0,001 0,001
NiCl, 0,000013 0,000013
ZnCl, 0,000014 0,000014
NH,CI 0,2 0,2
Fructose 0,4 0,2
Glycerin - 0,2
ZnSO4 x 7 H,0 0,0001 0,0001
MnCl, x 4 H,0 0,00003 0,00003
H;BO; 0,0003 0,0003
CoCl; x 6 Hy0 0,0002 0,0002
CuCl, x 2 H0 0,00001 0,00001
Na,MoO4 x 2 H,0 0,00003 0,00003

Die Selektion erfolgte durch Zusatz von 0,1 pg mL™ Tetrazyclin.

LB-Medium (CPCR)

Zusammensetzung pro Liter: 10 g Bacto-Trypton; 10 g NaCl; 5 g Hefeextrakt.
Die Selektion erfolgte durch Zusatz von 25 pg mL" Kanamycin.

Laufpuffer fur SDS-Gel (pH 8,3)
Zusammensetzung pro Liter: 14,4 g Glycerin; 3 g Tris; 1 g SDS.
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Puffer zur Aufreinigung der SH:

Lysepuffer (pH 7,0)
0,05 M K,;HPO4/KH,POy; 0,05 M Dinatriumsuccinat; 0,5 mM NiCly; 0,005 M MgCl.

Waschpuffer (pH 7,1)
0,05 M K,;HPO4/KH,PO,.

Elutionspuffer (pH 7,0)
0,05 M K,HPO4/KH,POy; 0,005 M D-Desthiobiotin.

Puffer zur Aufreinigung der CPCR:

Lysepuffer (pH 8,0)
0,05 M NaH,POy; 0,3 M NaCl; 0,02 M Imidazol.

Waschpuffer (pH 8,0)
0,05 M NaH,POy; 0,3 M NaCl; 0,08 M Imidazol.

Elutionspuffer (pH 8,0)
0,05 M NaH;POQy; 0,3 M NaCl; 0,25 M Imidazol.

Entsalzungspuffer (pH 8,0)
0,05 M TEA/HCI; 0,15 M NacCl.

2.2 Bereitstellung der Enzyme

2.2.1 Losliche Hydrogenase aus Ralstonia eutropha H16

Kultivierung von Ralstonia eutropha

Die Kultivierung von Ralstonia eutropha erfolgte in 1 L-Schiittelkolben. Als Medium diente
FGN, das mit dem Selektionsmarker Tetrazyklin versetzt wurde. Die FGN-Hauptkulturen
wurden 1:50 mit einer 3 Tage FN-Vorkultur beimpft und etwa 48 Stunden bei ebenfalls 30 °C
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und 150 Upm bis zum Erreichen einer OD43¢ von 8-11 inkubiert. Die Zellernte erfolgte
mittels Zentrifugation (10 min, 7500 Upm, 4 °C) und anschlieBender Resuspension in 0,05 M
Kaliumphosphatpuffer (pH 7.0) sowie einer abschlieBenden Zentrifugation. Die Zellpellets

wurden bei mindestens -20 °C gelagert.

Proteinaufreinigung

Die Zellen wurden zunéchst auf Eis aufgetaut und anschlieBend in Lysepuffer resuspendiert
(2 mL g Zellfeuchtgewicht). Nach Zugabe von EDTA-freien Proteaseinhibitoren wurde der
Ansatz abermals fiir eine Zeitdauer von 10 Minuten auf Eis gehalten. Im Anschluss erfolgte
der Zellaufschluss mittels gepulsten Ultraschalls in 5 Zyklen iiber je 5 Minuten mit jeweils 1
Minute Pause auf Eis. Die Abtrennung der Triimmer erfolgte durch Zentrifugation unter
Argonatmosphire (60 min, 15000 Upm, 4 °C). Im Anschluss wurde der gesamte Uberstand
mit Sauerstoff begast und bei 4 °C etwa 15 Minuten lang geriihrt.

Die Aufreinigung der SH erfolgte liber den C-terminalen Strep-tag unter Verwendung einer
Durchfluss Strep-Tactin®-S&ule mit einem Matrixvolumen von 5 mL und ebenfalls bei 4 °C.
Vor der Beladung der Strep-Tactin®-Siule wurde diese mit Waschpuffer equilibriert und der
Enzymrohextrakt filtriert. Im Anschluss wurden zunéchst ungebundene und unspezifisch ge-
bundene Proteine von der Matrix mit 3-5 Sdulenvolumen Waschpuffer gewaschen, bevor
selektiv das Zielprotein eluiert wurde. Dies erfolgte unter Verwendung von 6 x 0,5 Sdulen-

volumen Elutionspuffer. Die SH wurde unter Zugabe von 5 % Glycerin bei -80 °C gelagert.

2.2.2 Carbonylreduktase aus Candida parapsilosis

Kultivierung von Candida parapsilosis

Die Expression der rekombinanten CPCR mittels der entsprechenden E.coli Zellen erfolgte in
1 L-Schiittelkolben. Als Medium diente LB, das mit dem Selektionsmarker Kanamycin ver-
setzt wurde. Die Hauptkulturen wurden 1:50 mit einer Ubernacht-Vorkultur beimpft und bei
37 °C und 250 Upm bis zum Erreichen einer ODgo9 von 0,8-1 inkubiert. Die Expression wur-
de durch die Zugabe von 1 mM IPTG induziert und erfolgte fiir etwa 6 Stunden ebenfalls bei
37 °C und 250 Upm. Die Zellen wurden mittels Zentrifugation geerntet (30 min, 7500 Upm,
4 °C), in 0,02 M Tris/HCI-Puffer (pH 8.0) resuspendiert und erneut iiber eine Zeitdauer von
25 Minuten zentrifugiert. Die Zellpellets wurden bei mindestens -20 °C gelagert.
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Proteinaufreinigung

Die Zellen wurden zunéchst auf Eis aufgetaut und anschlieend in Lysepuffer resuspendiert
(4 mL g Zellfeuchtgewicht). Nach Zugabe von 1 mg mL™ Lysozym erfolgte eine weitere
Inkubation unter Riihren iiber eine Zeitdauer von 30 Minuten auf Eis. Nach der darauffolgen-
den Zugabe von 5 pg mL" DNasel und 1 % (v/v) TritonX100 wurde der Ansatz ebenfalls fiir
10 Minuten auf Eis gehalten. Der anschlieBende Zellaufschluss erfolgte mittels gepulsten
Ultraschalls in 6 Zyklen iiber je 30 Sekunden mit jeweils 1 Minute Pause auf Eis. Die
Zelltrimmer wurden schlieBlich durch Zentrifugation abgetrennt (30 min, 15000 Upm, 4 °C).

Die Aufreinigung der CPCR erfolgte iiber den N-terminalen His-tag unter Verwendung eines
FPLC-Systems mit einer Ni-NTA-S4ule mit einem Matrixvolumen von 5 mL. Vor der Bela-
dung der Ni-NTA-Siule wurde diese mit Lysepuffer equilibriert und der gesamte Uberstand
des Zellaufschlusses filtriert. Nach Auftragung des Enzymrohextraktes auf die Ni-NTA-Séule
wurden zundchst ungebundene und unspezifisch gebundene Proteine von der Matrix ge-
waschen, bevor im Anschluss selektiv das Zielprotein eluiert wurde. Dies erfolgte durch die
direkte Erhohung der Imidazolkonzentration von 0,001 M auf 0,25 M. Die Flussrate entsprach
stets 5 mL min™'. Die CPCR wurde unter Zugabe von 50 % Glycerin bei -20 °C gelagert.

2.3 Proteinmengenbestimmung nach Bradford

Die Proteinkonzentrationen wurde nach der Methode von Bradford bestimmt [Bradford,
1976]. Die Quantifizierung des Proteins erfolgte dabei durch die Reaktion mit Coomassie
Brilliant Blue spektralphotometrisch bei einer Wellenldnge von 595 nm. Unter Verwendung
von Rinderserumalbumin (BSA) wurde in einem Konzentrationsbereich von 5-25 pg
kalibriert. Jeweils 800 pL der entsprechenden Proben wurden mit 200 pL. Bradfordreagenz

versetzt und nach einer Inkubationszeit von 10 Minuten bei Raumtemperatur (RT) vermessen.

2.4 SDS-PAGE

Der Proteinnachweis erfolgte iiber Sodiumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese
(SDS-PAGE). Die genaue Zusammensetzung des Sammel- bzw. Trenngels ist Tabelle 2.2 zu

entnehmen.
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Tabelle 2.2 Zusammensetzung von Trenn- und Sammelgel.

Sammelgel (5 %) Trenngel (12 %)

Dest. Wasser 6,45 mL 4,35 mL
Acrylamid (40 %) 4,5 mL 0,5 mL

1 M Tris/HCI (pH 6,8) - 1,75 mL

1,5 M Tris/HCI (pH 8,8) 3,75 mL -

SDS 10 % (w/v) 0,15 mL 0,6 mL
APS 10 % (w/v) 0,15 mL 0,6 mL
TEMED 0,006 mL 0,006 mL

Die Proteinproben wurden 1:1 mit dem Probepuffer Roti®-Load (4x) versetzt und bei 95 °C 5
Minuten denaturiert. Im Anschluss wurde ein Probevolumen von jeweils 20 pL in die Probe-
tasche gegeben. Als Standard zur Bestimmung des Molekulargewichts der Proteine diente
Page Ruler™ Prestained Protein Ladder, von dem 5 uL ebenfalls in eine der Probetaschen ge-
geben wurde. Die Gelelektrophorese erfolgte bei einer konstanten Spannung von 180 Volt fiir
1-1,5 Stunden. AnschlieBend wurde das Gel 30 Minuten in destilliertem Wasser gewaschen
und die Proteinbanden mit Page Blue™ Protein Staining Solution iiber Nacht angefirbt. Die
Entfarbung nicht proteinhaltiger Gelbereiche erfolgte wiederum mit destilliertem Wasser. Die

Dokumentation der Proteinbanden erfolgte mittels einer Geldokumentation.

2.5 Charakterisierung der SH

2.5.1 Bestimmung der Enzymaktivitat

Die Aktivitdt der SH wurde spektralphotometrisch iiber die wasserstoffabhéngige Bildung
von NADH bei einer Wellenldnge von 340 nm ermittelt. Das Reaktionsvolumen betrug 1 mL

und setzte sich wie folgt zusammen:

Puffer 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0)
NAD" 1 mM
FMN 1 uM
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Die Reaktionslosung wurde in eine Kiivette {iberfiihrt und mit einem gasdichten Septum ver-
sehen. Im Anschluss wurde die gesamte Losung mit Wasserstoff geséttigt und die Reaktion
durch die Zugabe von 1-10 pL. Enzym gestartet. Die Zunahme der Absorption wurde fiir 1
Minute bei RT verfolgt, das Messintervall entsprach 1 Sekunde. Die molare Konzentration
von NADH wurde mit Hilfe des Extinktionskoeffizienten aus der gemessenen Extinktion

unter Verwendung des Lambert- Beerschen Gesetzes (Gleichung 2.1) berechnet.

Ext=¢-c-d Gleichung 2.1

wobei Ext der Extinktion [-], ¢ dem Extinktionskoeffizienten [L mol™ cm™], ¢ der Konzen-
tration [mol L"'Jund d der Schichtdicke [cm] entspricht. Die Berechnung der volumetrischen

Enzymaktivitit erfolgte demnach nach der folgenden Gleichung:

AE Vg .
A =—— Gleichung 2.2

Ve - €349 -0

wobei A, der volumetrischen Aktivitit [U mL-1], AE der Extinktionsdifferenz iiber die Zeit

[-], Vges dem Gesamtvolumen der Reaktion [mL], Ve dem Enzymvolumen [mL] und &,

dem Extinktionskoeffizienten von NADH bei 340 nm [6220 L mol” cm™] entspricht. Die
Schichtdicke der Kiivette betrdgt 1 cm. Demnach ist eine Unit (U) der SH als die Enzym-
menge definiert, die die Reduktion von 1 pmol NAD" pro Minute katalysiert.

2.5.2 Untersuchung der Enzymaktivitdat in Abhangigkeit verschiedener

isolierter EinflUsse

Die Untersuchung der Enzymaktivitit erfolgte in Abhédngigkeit von verschiedenen reaktions-
relevanten Parametern [Temperatur, pH, Salze, wasserlosliche und -unldsliche organische
Losungsmittel, ionische Fliissigkeiten (ILs) und Additive], deren Einfluss nacheinander unab-
hidngig von einander analysiert wurde. Hiebei wurde die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit,
wie in Kapitel 2.5.1 beschrieben, bestimmt. Die jeweiligen, flir die verschiedenen Parameter

untersuchten Bedingungen sind nachfolgend beschrieben.
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Temperatureinfluss
Der Temperatureinfluss wurde durch die Ermittlung der Enzymaktivitét bei verschiedenen

Temperaturen (25, 30, 35, 40, 45 °C) in 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) untersucht.

pH-Einfluss

Die Untersuchung des pH-Einflusses erfolgte anhand der Bestimmung der Enzymaktivitit bei
verschiedenen pH-Werten (7, 7,5, 8, 8,5, 9). Fiir die Einstellung des pH wurde stets ein
0,05 M Tris/HCI-Puffer verwendet, wobei die Reaktionstemperatur 35 °C betrug.

Einfluss verschiedener Salze

Fiir die Untersuchung der Enzymaktivitéit in Abhingigkeit von Salzen wurde diese in Gegen-
wart von NaCl, Na,SO4, Na,HPO4, KCl, K,;SOs, K,HPOs, (NH4)CI, (NH4),SO; und
(NH4),HPO,4 bestimmt. Die Salzkonzentration betrug 0,1 M. Die Reaktion wurde in einem
Tris/HCI-Pufter (pH 8,0) bei 35 °C durchgefiihrt.

Einfluss von wasserléslichen organischen Lésungsmitteln

Bei der Untersuchung des Einflusses von wasserldslichen organischen Losungsmitteln —auf
die Enzymaktivitdt wurden mehrere funktionell unterschiedliche Losungsmittel ausgewihlt,
wobei es sich um DMF, DMSO und Isopropanol handelte. Die Losungsmittel wurden zu
einem Anteil von jeweils 10 und 25 % (v/v) dem Reaktionssystem zugesetzt. Die Bestim-

mung der Enzymaktivitdt erfolgte bei 35 °C in einem Tris/HCl-Puffer (pH 8,0).

Einfluss von wasserunldslichen organischen Losungsmitteln

Die Untersuchung der Enzymaktivitit in Gegenwart von wasserunldslichen organischen
Losungsmitteln erfolgte unter der Verwendung funktionell unterschiedlicher Losungsmittel,
wobei es sich um MTBE, Toluol und n-Heptan handelte. Der fiir die Reaktion verwendete
Tris/HCl-Puffer (pH 8,0) wurde hierbei mit dem jeweiligen Losungsmittel geséttigt und die

Enzymaktivitit bei 35 °C bestimmt.

Einfluss von ionischen Flissigkeiten
Der Einfluss von ILs auf die Enzymaktivitdt wurde unter Verwendung verschiedener wasser-

16slicher ILs durchgefiihrt. Dabei handelte es sich um Ammoeng™ 101, [BMIM][BF4],
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[BMIM][OT{], [EMIM][EtSOs4], [HMIM][CI] und [MTEOA][MeSOg], die dem Reaktions-
system zu einem Anteil von jeweils 2,5, 5 und 10 % (v/v) zugesetzt wurden. Die Reaktion

wurde in einem Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) bei 35 °C durchgefiihrt.

Einfluss von Additiven

Die Untersuchung des Einflusses von verschiedenen Additiven auf die Enzymaktivitit erfolg-
te unter Verwendung von jeweils 1 und 3 uM FMN, 0,5 mM und 1 mM DTT, 0,5 mM TCEP,
0,2 M Ascorbinséure, 0,05 M PEGygo und 0,05, 0,1 und 0,25 M Glycerin. Die Reaktion wurde
in einem Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) bei 35 °C durchgefiihrt.

Bei allen Messungen der Enzymaktivitit unter den verschiedenen Reaktionsbedingungen

erfolgte eine Dreifachbestimmung der Aktivitdt zur statistischen Sicherung der Ergebnisse.

2.5.3 Bestimmung der Enzymstabilitat

Die Stabilitdt der SH wurde {iber die zeitliche Abnahme der Enzymaktivitdt und der daraus
resultierenden Inaktivierungskonstante bestimmt. Dazu wurde das Enzym unter definierten
Bedingungen inkubiert und die Restaktivitdt in regelmidBigen Abstinden bestimmt. Dazu
wurde dem Inkubationsansatz ein definiertes Volumen entnommen und die Enzymaktivitit,
wie unter 2.5.1 beschrieben ist, ermittelt. Die Inkubation des Enzyms fand bei allen

Messungen unter aecroben Bedingungen statt.

Die Quantifizierung der Enzymstabilitdt erfolgte iiber die Halbwertszeit, die sich aus der
Inaktivierungskonstante berechnen lisst (Gleichung 2.3) und als diejenige Zeit definiert ist,

nach der das Enzym 50 % seiner Ausgangsaktivitét zurlickbehalten hat.
t,, = R Gleichung 2.3

wobei t,,, der Halbwertszeit [h] und k der Inaktivierungskonstante entspricht [h™'].
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2.5.4 Untersuchung der Enzymstabilitat in Abhangigkeit verschiedener isolier-

ter Einflisse

Die Untersuchung der Enzymstabilitdt erfolgte analog zu den Untersuchungen der Enzym-
aktivitdt in Abhéngigkeit von Temperatur, pH, Salzen, wasserldslichen und -unldslichen orga-
nischen Losungsmitteln, ILs, sowie Additiven. Dabei wurden die verschiedenen Einfluss-

groBen unabhingig von ihrer gegenseitigen Beeinflussung nacheinander untersucht.

Temperaturstabilitat
Die Analyse der Temperaturstabilitidt wurde iiber die Inkubation des Enzyms in einem 0,05 M

Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) bei verschiedenen Temperaturen (4, 15, 25, 35, 45 °C) durchgefiihrt.

pH-Stabilitat
Die pH-Stabilitit wurde bei pH 7, 7,5, 8, 8,5 und 9 in 0,05 M Tris/HCI-Puffer untersucht. Die

Inkubationstemperatur betrug stets 35 °C.

Salzstabilitat

Zur Untersuchung der Salzstabilitdit wurde das Enzym in Gegenwart verschiedener Salze
(NaCl, Na,SO4, Na,HPO4, KCl, K,SO4, KoHPO4, (NH4)CI, (NH4)2SO4, (NH4),HPO4) inku-
biert, die dem Tris/HCl-Puffer (pH 8,0) in einer Konzentration von 0,1 M zugesetzt wurden.
Die Inkubation erfolgte bei 35 °C.

Losungsmittelstabilitat

Die Untersuchung der Losungsmittelstabilitdt erfolgte zum einen unter Verwendung wasser-
16slicher und zum anderen unter Verwendung wasserunldslicher organischer Losungsmittel.
Dabei handelte es sich um funktionell unterschiedliche Losungsmittel. Die Untersuchung des
Einflusses von wasserunloslichen Losungsmitteln umschloss den Einsatz von DMF, DMSO
und Isopropanol, die dem Inkubationsansatz zu einem Anteil von 10 % zugesetzt wurden. Der
verwendete Puffer war stets Tris/HCl-Puffer (pH 8,0). Bei der Untersuchung der
Enzymstabilitdt in Abhédngigkeit von wasserunldslichen organischen Losungsmitteln wurden
MTBE, Toluol und n-Heptan eingesetzt. Hierbei wurde der verwendete Puffer mit dem jewei-

ligen Losungsmittel geséttigt. Die Inkubation erfolgte bei 35 °C.
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IL-Stabilitat

Die Untersuchung der IL-Stabilitit erfolgte unter Verwendung von Ammoeng ™ 101,
[BMIM][BF,], [BMIM][OTf], [EMIM][EtSO4], [HMIM][C]] und [MTEOA][MeSO4], die
dem Reaktionssystem zu einem Anteil von jeweils 2,5, 5 und 10 % (v/v) zugesetzt wurden.

Die Inkubation erfolgte in einem Tris/HCl-Puffer (pH 8,0) bei 35 °C.

Stabilitat in Gegenwart verschiedener Additive

Bei der Untersuchung der Enzymstabilitit in Gegenwart verschiedener Additive wurden je-
weils 1 uM FMN, 0,25 mM Kaliumhexacyanoferrat, 0,05 M PEGyoo sowie 0,05, 0,1 und 0,25
M Glycerin dem Inkubationsansatz zugesetzt. Die Inkubation erfolgte in einem Tris/ HCI-

Puffer (pH 8,0) bei 35 °C.

Mechanische Stabilitat

Bei der Untersuchung der mechanischen Enzymstabilitdt wurde der Einfluss von Scherkréften
in Form eines KPG-Riihrers (400 Upm) und eines Magnetriihrers (400 und 800 Upm) analy-
siert. Die Inkubation erfolgte in einem Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) bei 35 °C.

Bei allen Messungen der Enzymstabilitdt unter den verschiedenen Inkubationsbedingungen
erfolgte eine Dreifachbestimmung der Halbwertszeit zur statistischen Sicherung der Ergeb-

nisse.

2.5.5 Untersuchung der Enzymaktivitdt und -stabilitdét mittels Design of

Experiments

Durch den Einsatz von design of experiments (DOE, statistische Versuchsplanung) lassen sich
im Gegensatz zu klassischen Methoden Wechselwirkungen zwischen mehreren Einflussgro-
en auf eine ZielgroBe ermitteln, da iiber statistische Zusammenhinge alle Faktoren gleichzei-
tig variiert werden konnen [Siebertz ef al., 2010]. Bei den untersuchten Zielgroen handelte
es sich um die Enzymaktivitit und -stabilitét, die in Abhingigkeit von der Temperatur und
dem pH unter Berlicksichtigung derer gegenseitigen Beeinflussung analysiert wurden. Die
Temperatur und der pH stellten hierbei quantitative Faktoren dar, die einfach variiert werden
konnten. Die beiden Einflussgroflen wurden in 2 Stufen festgelegt, wobei der Versuchsplan

nach dem Central-Composite-Design erstellt wurde. Hierbei entstehen ein Wiirfel und ein
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Stern, wobei der Wiirfel dem zweistufigen Versuchsplan entspricht und der Stern aus der

Variation der einzelnen Faktoren, ausgehend von der Mittelstellung, dem sogenannten center

point, resultiert, wie in Abbildung 2.1 nach Siebertz et al., 2010 dargestellt ist. Der

Stufenabstand {ibersteigt dabei den des Wiirfels, wodurch letztlich jeder Faktor auf 5 Stufen

getestet wird und sich somit die Moglichkeit bietet, auch nichtlineare Zusammenhinge zu

analysieren.

Abbildung 2.1 Die dreidimensionale Konfiguration eines Central-Composite-Designs.

Die Anzahl der Versuche sowie die Faktorkombination des einzelnen Versuchs konnen dem

Versuchsplan entnommen werden, der in Abbildung 2.2 gezeigt ist.

1| 2 3 4 5 B 7 g
1 | Exp No| Exp Name Run Order Incl/Excl Temperatur pH Aktivitat Stabilitat
2 1 M 11 Incl - 25 7
3 a2 M2 & | Incl - 45 7
il 3 M3 4 | |ncl - 25 =)
] 4 M4 7 Inel - 45 9
B 5 M5 1 Incl - 20,86 g
7 6 Ma 2 | Incl - 49,14 g
g 7N 10| Incl - 35 6,586
H g Mo 5 Incl - 35 9,414
10 9 NI g Incl - 35 &
11 10 W10 3 Inel - 35 &
12 11 M1 2 Incl - 35 S

Abbildung 2.2 Der nach dem Central-Composite-Design erhaltene Versuchsplan fiir zwei

Faktoren (Temperatur, pH) mit der jeweiligen Faktorkombination, bei denen die Enzym-

aktivitit und -stabilitdt untersucht wurden.
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Die Untersuchung der Enzymaktivitit und -stabilitét erfolgte unter den entsprechenden Tem-
peratur- und pH-Bedingungen in 0,05 M Tris/HCI-Puffer. Die Quantifizierung der Enzym-
stabilitdt erfolgte, wie bereits beschrieben, liber die Halbwertszeit (Kapitel 2.5.3).

2.6 Bestimmung der Enzymaktivitat der CPCR und FDH

CPCR

Die Bestimmung der Aktivitidt der CPCR erfolgte spektralphotometrisch iiber den Verbrauch
von NADH, welches bei der Reduktion von Acetophenon zu 1-Phenylethanol stochiometrisch
zu NAD" oxidiert wird. Die Abnahme der Absorption wurde bei 340 nm fiir 1 Minute und bei

30 °C gemessen. Das Reaktionsvolumen betrug 1 mL und setzte sich wie folgt zusammen:

Puffer 0,1 M TEA/HCI-Puffer (pH 7,5)
Acetophenon 0,3 mM
NADH 0,3 mM

Die Reaktionslosung wurde zunichst vortemperiert und dann in eine Kiivette iiberfiihrt. Im
Anschluss wurde die Reaktion durch die Zugabe von 10 pL. Enzym gestartet. Demnach ent-
spricht eine Unit CPCR der Enzymmenge, die die Reduktion von 1 pmol Acetophenon pro
Minute katalysiert.

FDH

Die Bestimmung der Aktivitdt der FDH erfolgte spektralphotometrisch iiber die Reduktion
von NAD", wobei die Bildung von NADH bei einer Wellenléinge von 340 nm iiber 1 Minute
und bei 30 °C verfolgt wurde. Als Substrat diente Natriumformiat. Das Reaktionsvolumen be-

trug 1 mL und setzte sich wie folgt zusammen:

Puffer 0,1 M TEA/HCI-Puffer (pH 7.5)
Natriumformiat 0,25 M
NAD" 1,7 mM

Die Reaktionslosung wurde zunédchst vortemperiert und dann in eine Kiivette iiberfiihrt. Im

Anschluss wurde die Reaktion durch die Zugabe von 5 pL Enzym gestartet. Demnach ent-



Material und Methoden 37

spricht eine Unit FDH der Enzymmenge, die die Umsetzung von 1 umol Natriumformiat pro

Minute katalysiert.

Die Berechnung der Aktivitdt der CPCR und FDH erfolgte analog zu den Berechnungen der
Aktivitét der SH.

2.7 Chemische Modifizierung der SH mit Methoxypolyethylenglykol
(MPEG)

2.7.1 Aktivierung von Methoxypolyethylenglycol

Die Aktivierung des verwendeten mPEG;00 und mPEGsggo erfolgte mittels p-Nitrophenyl-
chloroformat nach der Methode von Herndiz et al., 1997. Jeweils 10 g mPEG wurden in
20 mL wasserfreiem Acetonitril gelost. Im Anschluss wurde eine Losung bestehend aus
0,7 mL Triethylamin und 1 g p-Nitrophenylchloroformat zugegeben. Das Gemisch wurde fiir
20 Stunden bei RT und unter einer Stickstoff-Schutzgasatmosphére geriihrt, wobei ein weiller
Niederschlag bestehend aus Triethylaminchlorid und mPEG entstand. Dieser wurde nach Ab-
lauf der Reaktion abfiltriert und anschlieBend verworfen. Im néichsten Schritt wurde das Fil-
trat mit 200 mL wasserfreiem Diethylether versetzt und auf 4°C gekiihlt. Es entstand ein wie-
Ber Niederschlag bestehend aus dem Produkt und nicht aktiviertem PEG und eine gelbliche
zweite Phase bestehend aus iiberschiissigem Edukt. Zur Aufreinigung wurde der Niederschlag
abfiltriert, getrocknet und anschlieBend in 10 mL wasserfreiem Acetonitril resolviert. Zu
dieser Losung wurden 200 mL wasserfreier Diethylether gegeben und auf 4°C gekiihlt. Der
hierbei entstandene Niederschlag wurde erneut abfiltriert und getrocknet. Dieser Schritt wurde
insgesamt viermal wiederholt, bis kein p-Nitrophenylchloroformat mehr nachgewiesen wer-

den konnte. AnschlieBend wurden Proben entnommen und mittels 'H-NMR analysiert.

'H-NMR p-Nitrophenyl-mPEG-carbonat:
(CDCls, 200 MHz, 20 °C): 6 (ppm) = 8.53-8.63 (m, 2H), 8.28-8,35 (m, 2H), 3.69 (s, 4H), 3.37

(s, 3H)
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2.7.2 Bestimmung des Aktivierungsgrades von p-Nitrophenyl-mPEG-carbonat
durch alkalische Hydrolyse

Die Bestimmung des Aktivierungsgrades des mPEG erfolgte iiber die spektralphotometrische
Quantifizierung von p-Nitrophenol, welches bei der Esterhydrolyse aus p-Nitrophenyl-
mPEG-carbonat freigesetzt wird. Hierbei wurden 0,16 g aktiviertes mPEG pro Liter destillier-
tes Wasser geldst. Die Hydrolyse wurde durch die Zugabe von 1 M NaOH (1,2 pL mL™) initi-
iert, wobei die Carbonatgruppen der aktivierten mPEG durch NaOH hydrolysiert und dabei
neben mPEG p-Nitrophenol und Kohlendioxid freigesetzt werden. Die Losung wurde fiir 40
Minuten unter leichtem Riihren bei RT vermischt und die Freisetzung des p-Nitrophenols an-
schlieBend spektralphotometrisch bei 400 nm gemessen. Die Konzentration des p-Nitro-

phenols wurde dann mittels einer entsprechenden Kalibrierung (0 - 0,1725 mM) berechnet.

2.7.3 Modifizierung des Enzyms

Fiir die Modifizierung der SH wurde zunichst eine Enzymlosung (I mg mL™) in 0,05 M
Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) hergestellt. Zu dieser Losung wurde aktiviertes mPEGyggo bzw.
mPEGsgg in molaren Uberschiissen von 500- und 1000-fach gegeben. Die Modifizierung er-
folgte bei 4 °C unter Riihren fiir 1 Stunde. Im Anschluss wurde die Losung dann mittels
Ultrazentrifugation liber Zentrifugenfilter mit einer Ausschlussgrofie von 10 kDa (8 Zentrifu-
gationsschritte) aufgereinigt [Hernaiz et al., 1997]. Die Filter dienten dabei der Entfernung
von freigesetztem p-Nitrophenol und nicht reagiertem mPEG, wéhrend modifiziertes Enzym
im Retentat zuriickgehalten werden. Im Anschluss wurde das modifizierte Enzym mittels

SDS-PAGE und des Standardaktivitétstests analysiert und bei 4 °C gelagert.

2.7.4 Charakterisierung des modifizierten Enzyms

Die Untersuchung der Aktivitdt und Stabilitdt der modifizierten SH erfolgte anhand des Stan-
dardaktivitdtstests (Kapitel 2.5.1). Die Enzymaktivitit und -stabilitdt wurde zunéchst in rein
wissrigen Medien (0,05 M Tris/HCI-Puffer) bei optimalen Reaktionsbedingungen (35 °C und
pH 8,0) sowohl unter mechanischer Beanspruchung in Form eines Magnetriihrers (400 Upm)
als auch ohne analysiert. Im Anschluss wurde die Aktivitdt und Stabilitdt des modifizierten

Enzyms in Gegenwart von wasserloslichen organischen Losungsmitteln und ILs ebenfalls bei



Material und Methoden 39

35 °C und pH 8,0 untersucht. Hierbei handelte es sich zum einen um DMF, DMSO und Iso-
propanol, die dem Reaktions- bzw. Inkubationsansatz zu einem Anteil von jeweils 10 % (v/v)
zugesetzt wurden, und zum anderen um [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSOy4], die den An-
sdtzen zu einem Anteil von 2,5 und 5 % (v/v) zugesetzt wurden. Es erfolgten stets Dreifach-
bestimmungen der Aktivitit und Stabilitdt des modifizierten Enzyms zur statistischen Siche-
rung der Ergebnisse. Die erhaltenen Resultate wurden direkt mit dem nativen Enzym ver-

glichen.

2.8 Immobilisierung der SH

2.8.1 Adsorptive Immobilisierung der SH

Die adsorptive Immobilisierung der SH wurde auf verschiedenen Tréiger getestet. Dazu wur-
den zunichst Losungen, die jeweils 0,1 mg SH und 0,2 g des jeweiligen Tragers enthielten,
hergestellt. Bei dem verwendeten Puffer handelte es sich um 0,05 M Tris/HCl-Puffer
(pH 8,0). Die Immobilisierung erfolgte bei 4 °C in einem Uberkopfschiittler iiber eine Zeit-
dauer von 1 Stunde. Im Anschluss wurden die Immobilisate mit 0,05 M Tris/HCI-Puffer
(pH 8,0) gewaschen und bei 4 °C gelagert. Nach Auswabhl eines geeigneten Trégers, der zum
einen zu einer maximalen Restaktivitit des Enzyms als auch zu einer maximalen tragergebun-
denen Proteinmenge fiihrte, erfolgte die Optimierung der Immobilisierungsmethode. Dazu
wurde das Immobilisat sowohl hinsichtlich seiner Aktivitit als auch der trigergebundenen
Proteinmenge bei verschiedenen pH-Werten (7,0 und 8,0) wéhrend der Immobilisierung, bei
verschiedenen Enzym-Trager-Verhiltnissen (1:500, 1:1000, 1:2000, 1:4000) und in Ab-
héngigkeit von der Inkubationszeit des Enzyms (1 und 2 h) analysiert. Zur statistischen Siche-
rung der Ergebnisse wurden die Enzymaktivitit sowie die trdgergebundene Proteinmenge

stets dreifach bestimmt.

2.8.2 Kovalente Immobilisierung der SH

Fiir die kovalente Immobilisierung der SH wurde eine Anzahl verschiedener Triger getestet.
Im ersten Schritt erfolgte die Aktivierung des jeweiligen Trigers, indem jeweils 0,2 g Tréiger
mit 2,5 % (v/v) Glutardialdehyd iiber eine Zeitdauer von 1 Stunde bei RT in einem Uberkopf-

schiittler inkubiert wurden. Im Anschluss wurde der jeweilige Trager mit destilliertem Wasser
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gewaschen und zu 1 mL 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), der 0,1 mg SH enthielt, gegeben.
Die Immobilisierung erfolgte fiir 1 Stunde bei RT im Uberkopfschiittler. Im Anschluss wur-
den die Immobilisate mit 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0) gewaschen und bei 4 °C gelagert.
Zur Optimierung der Immobilisierungsmethode wurden der pH-Wert wéhrend der Immobili-
sierung (7,0 und 8,0), die Glutardialdehydkonzentration (0,5, 1, 2,5, 5 % (v/v)), die
Inkubationszeit der Trager mit Glutardialdehyd (0,5, 1 und 2 h), die Inkubationszeit des
Enzyms (0,25, 0,5, 1 und 2 h) sowie das Enzym-Triger-Verhéltnis (1:500, 1:1000, 1:2000,
1:4000, 1:8000) variiert. Dabei wurden die jeweiligen Immobilisate hinsichtlich ihrer Aktivi-
tdt und der trigergebundenen Proteinmenge analysiert. Auch bei diesen Untersuchungen
erfolgte eine Dreifachbestimmung der Enzymaktivitit und der trigergebundenen Proteinmen-

ge zur statistischen Sicherung der Ergebnisse.

2.8.3 Immobilisierung der chemisch modifizierten SH

Fiir die adsorptive sowie kovalente Immobilisierung der chemisch modifizierten SH erfolgte
zunichst die Modifizierung des Enzyms mit mPEGsgo unter optimierten Bedingungen
(Kapitel 2.7.3). Fiir die anschlieBende Immobilisierung des modifizierten Enzyms wurden
ebenfalls die in Kapitel 2.8.1 und 2.8.2 fiir das unmodifizierte Enzym ermittelten, optimalen

Bedingungen gewihlt.

2.8.4 Bestimmung der Aktivitat der Immobilisate

Die Aktivitit der Immobilisate wurde iiber die wasserstoffabhingige Bildung von NADH er-
mittelt. Das Reaktionsvolumen betrug 2,5 mL und setzte sich genauso wie bei der Aktivitits-
bestimmung des nativen Enzyms zusammen (Kapitel 2.5.1). Die Reaktionslésung und 0,2 g
Immobilisat wurden in ein 5 mL-Vial iiberfiihrt, mit einem gasdichten Septum versehen und
mit Wasserstoff gesittigt. AnschlieBend wurde die Reaktion durch die Zugabe von NAD" ge-
startet, wobei die Losung wéhrend der Reaktion kontinuierlich mittels eines Magnetriihrers
(400 Upm) durchmischt wurde. Die Zunahme der Absorption wurde {iber eine Zeitdauer von
3 Minuten durch regelméfige Probeentnahme verfolgt. Zur Vermeidung einer Aufkonzentrie-
rung der Reaktionslosung wurden die Proben nach Messung der Absorption zur Reaktion zu-
riickgegeben. Die Reaktionstemperatur betrug, wenn nicht anders definiert, RT. Die Berech-

nung der Aktivitdt der Immobilisate erfolgte wie in Kapitel 2.5.1 bereits beschrieben wurde.
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2.8.5 Bestimmung der Stabilitat der Immobilisate

Die Untersuchung der Stabilitdt der Immobilisate erfolgte wie bei der nativen SH {iiber die Er-
mittlung der Halbwertszeit (Kapitel 2.5.3). Dazu wurden 0,2 g Immobilisat unter definierten
Bedingungen iiber eine definierte Zeitdauer inkubiert und im Anschluss daran die Restaktivi-
tidt anhand des Aktivitétstest (Kapitel 2.8.4) bestimmt. Die Inkubation der Immobilisate fand

bei allen Messungen unter aeroben Bedingungen statt.

2.8.6 Bestimmung der Rezyklierbarkeit der Immobilisate

Die Untersuchung der Rezyklierung der Immobilisate wurde anhand der Wiederholung der
Reduktion von NAD" iiber 3 Minuten durchgefiihrt (Kapitel 2.8.4). Dazu wurden die Immobi-
lisate nach jeder Reaktion mit 0,05 M Tris/HCI-Puffer gewaschen und bei einer erneuten
Reaktion eingesetzt. Die Reaktionstemperatur betrug dabei 35 °C. Zur statistischen Sicherung

der Ergebnisse erfolgte eine Dreifachbestimmung der Rezyklierung der Immobilisate.

2.8.7 Charakterisierung der Immobilisate

Die Untersuchung der Aktivitdt und Stabilitdt der Immobilisate erfolgte anhand des beschrie-
benen Aktivititstests (Kapitel 2.8.3). Die Aktivitit und Stabilitit des immobilisierten Enzyms
wurde zundchst in rein wissrigen Medien (0,05 M Tris/HCI-Puffer) bei optimalen Reaktions-
bedingungen (35 °C und pH 8,0) sowohl unter mechanischer Beanspruchung der Immobilisa-
te in Form eines Magnetriihrers (400 Upm) als auch ohne analysiert. AnschlieBend wurde die
Aktivitdt und Stabilitit des Immobilisats in Gegenwart von wasserldslichen organischen Lo-
sungsmitteln und ILs ebenfalls bei 35 °C und pH 8,0 untersucht. Hierbei handelte es sich zum
einen um DMF, DMSO und Isopropanol, die dem Reaktions- bzw. Inkubationsansatz zu
einem Anteil von jeweils 10 % (v/v) zugesetzt wurden, und zum anderen um [EMIM][EtSOy4]
und [MTEOA][MeSOy], die den Ansdtzen zu einem Anteil von 2,5 und 5 % (v/v) zugesetzt
wurden. Zudem wurde auch das Ausbluten des Enzyms aus der Matrix in den verschiedenen
Systemen untersucht. Zur statistischen Sicherung der Ergebnisse erfolgte eine
Dreifachbestimmung der Aktivitdt und der Stabilitit der Enzymimmobilisate. Alle Ergebnisse

wurden direkt mit dem nativen Enzym verglichen.
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2.9 Reduktive Cofaktorregenerierung

Zur Untersuchung des Einsatzes der SH bei der reduktiven Cofaktorregenerierung diente die
CPCR-katalysierte Reduktion von Acetophenon zu (S)-1-Phenylethanol unter Verbrauch des
Cofaktors NADH als Modellreaktion. Zudem erfolgten Vergleichsmessungen mit der FDH.

Das Reaktionsvolumen betrug stets 3 mL, wobei sich die Ansdtze wie folgt zusammensetzten.

Tabelle 2.3 Zusammensetzung der Reaktionsansétze bei der SH- bzw. FDH-katalysierten

Cofaktorregenerierung.
SH FDH
CPCR 0,35 UmL" 0,35 UmL"
Acetophenon 45 mM 45 mM
NADH 1 mM (als Kaliumsalz) 1 mM (als Natriumsalz)
DTT 1 mM 1 mM
Natriumformiat - 100 mM

Die Reaktionslosungen wurden in 5 mL-Vials {iberfiihrt, wobei dieses im Fall der SH mit
einem gasdichten Septum verschlossen wurde. Zur Pufferung des Reaktionssystems diente
0,1 M TEA/HCI-Puffer (pH 7,5). Bei den eingesetzten SH- bzw. FDH-Konzentrationen
handelte es sich um jeweils 1, 2 und 4 U mL™. Der Reaktionsstart erfolgte durch Zugabe der
CPCR und wurde bei 30 °C iiber eine Zeitdauer von 4 Stunden verfolgt, wobei die Reaktions-
16sung kontinuierlich mittels eines Magnetriihrers (400 Upm) durchmischt wurde und im Fall
der SH-katalysierten Cofaktorregenerierung zusétzlich eine kontinuierliche Begasung mit
Wasserstoff erfolgte. Zu verschiedenen Zeitpunkten wurden dem Reaktionsansatz Proben ent-
nommen und im Verhéltnis 1:6 mit Ethylacetat versetzt, wodurch Acetophenon und 1-Phenyl-
ethanol extrahiert wurden und deren Konzentration anschlieBend mittels eines Gaschromato-
graphen (GC) der Firma Shimadzu ermittelt werden konnte. Die Detektion erfolgte dabei liber
einen Flammenionisationsdetektor. Als Sdule wurde eine apolare Séule (BPX-5) der Firma
SGE verwendet. Weitere Einzelheiten der GC-Methode sind Tabelle 2.4 zu entnehmen. Zur
statistischen Sicherung der Ergebnisse erfolgte bei allen Messungen des Reaktionsumsatzes

iber die Zeit eine Dreifachbestimmung.
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Tabelle 2.4 Gaschromatographische Analyse von Acetophenon und 1-Phenylethanol.

Tragergas Stickstoff (70 kPa)
Split 50 mL min™
Injektionsvolumen 2 uL
Injektor/Detektor 230 °C/ 290 °C
80 °C
Temperatur 98 °C (2 °C/ min)

200 °C (20 °C/ min)

Acetophenon 10,7 min
Retentionszeiten
1-Phenylethanol 10,4 min

Aus den bestimmten Acetophenon- und 1-Phenylethanolkonzentrationen wurden die Umsétze
ermittelt sowie die Umsatzzahl, die total turnover number (TTN), die sich nach Gleichung 2.4

berechnen lidsst und als MaB fiir die Effizienz eines Katalysators gilt.

TTN = Meroduc Gleichung 2.4

n Enzym

wobei TTN der Umsatzzahl [-], Np,oque der Stoffmenge des gebildeten Produktes [mol] und

Nenaym der Stoffmenge des eingesetzten Enzyms [mol] entspricht.

2.9.1 Einsatz der chemisch modifizierten SH

Die Untersuchung des Einsatzes der chemisch modifizierten SH erfolgte bei einer Acetophe-
nonkonzentration und NADH-Konzentration von 45 mM bzw. 1 mM unter Zusatz von 1 mM
DTT (Kapitel 2.9). Die CPCR-Aktivitit betrug wie beim Einsatz der nativen SH 0,35 U mL"™".
Die native SH wurde unter optimierten Bedingungen mit mPEGsy modifiziert und an-
schlieBend mit einer Aktivitit von 4 U mL™ eingesetzt. Die Bestimmung der Reaktionsumsit-

ze erfolgte wie in Kapitel 2.9 bereits beschrieben wurde.
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2.9.2 Einsatz der immobilisierten SH

Die Untersuchung des Einsatzes der adsorptiv und kovalent immobiliserten SH erfolgte unter
den in Kapitel 2.9 und 2.9.2 beschriebenen Bedingungen, wobei die Immobilisierung unter
den jeweils optimierten Bedingungen stattfand. Die Aktivitdt der eingesetzten Immobilisate

betrug 4 U mL™".

Rezyklierung der Immobilisate

Zur Untersuchung der Rezyklierbarkeit wurden die in Kapitel 2.9.3 verwendeten Immobilisa-
te nach Beendigung einer Reaktion gewaschen und bei einer weiteren CPCR-katalysierten
Reduktion von Acetophenon eingesetzt. Dabei erfolgte die Bestimmung der Reaktionsum-

sitze bei beiden Reaktionen iliber eine Zeit von 4 Stunden.
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3 Ergebnisse und Diskussion

3.1 Charakterisierung der Aktivitat und Stabilitat der SH in Abhéangigkeit

von verschiedenen isolierten Einfllissen

Die industrielle Nutzung eines Biokatalysators setzt die hinreichende Kenntnis prozessrele-
vanter Parameter und deren Einfluss auf die Enzymaktivitit und -stabilitét voraus, da dadurch
erst eine Anpassung des technischen Verfahrens erfolgen kann. Zu diesen technisch entschei-
denden Faktoren zdhlen unter anderem die Temperatur, der pH-Wert, die Anwesenheit ver-
schiedener Salze, die Zugabe von Losungsvermittlern und Additiven sowie die mechanische
Beanspruchung. Deren Einfluss auf die Aktivitit und Lagerungsstabilitidt der rekombinanten
SH wurde erstmalig im Rahmen dieser Arbeit systematisch untersucht, da bislang nur Litera-
turdaten fiir die aus dem Wildtyp isolierte SH existieren. Die Einflussgroflen wurden dabei
anfangs isoliert voneinander betrachtet und nacheinander variiert. Die Charakterisierung der
SH-Aktivitdt und -Stabilitdt erfolgte stets bei optimalen Temperatur- und pH-Bedingungen,
die zu Beginn der Untersuchungen bestimmt wurden. AnschlieBend wurden die Wechsel-
wirkungen zwischen der Temperatur und dem pH-Wert, bezogen auf die SH-Aktivitdt und
-Stabilitdt, mittels design of experiments (DOE) analysiert und die optimalen Reaktionsbedin-
gungen fiir eine Balance zwischen diesen beiden Groflen ermittelt. Anhand der Ergebnisse der
Enzymcharakterisierung erfolgte schlielich eine Bewertung der SH hinsichtlich ihres techni-

schen Einsatzes bei der Regenerierung des Cofaktors NADH.

3.1.1 Abhéangigkeit der Aktivitat der SH von verschiedenen isolierten Einflissen

Temperatureinfluss

Die Bestimmung des Temperaturoptimums der SH erfolgte in einem Bereich zwischen 25 und
45 °C bei pH 8,0. Dabei wurde ein Aktivititsmaximum von 30,2 (£ 1,0) U mg™' bei 35 °C er-
mittelt (Abbildung 3.1). Da keine Aktivitdtsbestimmung zwischen den untersuchten Tempera-
turen stattfand, konnte das tatsdchliche Temperaturmaximum wenige Grad iiber oder unter
dem ermittelten liegen. Das bei diesen Untersuchungen erhaltene Temperaturoptimum befin-
det sich in Ubereinstimmung mit Literaturdaten des SH-Wildtyps, die ein Aktivitdtsmaximum

zwischen 33 und 36 °C angeben [Schneider und Schlegel, 1976, Pfitzner ef al., 1970].
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Abbildung 3.1 Abhéngigkeit der SH-Aktivitit von der Temperatur. [Temperatur wie angege-
ben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 1 mM NAD", 1 uM FMN]

pH-Einfluss

Die Untersuchung des pH-Optimums der SH erfolgte in einem Bereich zwischen 7,0 und 9,0
unter Verwendung eines 0,05 M Tris/HCl-Puffer. Die Reaktionstemperatur entsprach dabei
stets dem ermittelten Temperaturoptimum von 35 °C. Die Ergebnisse dieser Messungen sind

in Abbildung 3.2 gezeigt.
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Abbildung 3.2 Abhéngigkeit der SH-Aktivitdit vom pH-Wert. [pH-Wert wie angegeben,
0,05 M Tris/HCI-Puffer, 35 °C, ] mM NAD", I uM FMN]
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Demnach besitzt die SH ihr Aktivititsmaximum bei pH 8,0, wohingegen sie bei pH 7,5 und
8,5 bereits 21 bzw. 24 % ihrer maximalen Aktivitdt verliert. Das hierbei ermittelte pH-Opti-
mum korreliert mit Literaturdaten, die ebenfalls ein pH-Optimum von 8,0 wiedergeben
[Schneider und Schlegel, 1976, Pfitzner et al., 1970]. Aufgrund der geringen Pufferkapazitit
von Tris/HCI auBlerhalb der betrachteten pH-Region wurde auf eine Untersuchung in diesem
Bereich verzichtet. Basierend auf den Ergebnissen des Temperatur- und pH-Optimums der
SH erfolgten alle weiteren Untersuchungen zur Charakterisierung der Aktivitit und Stabilitat

der SH bei den ermittelten optimalen Bedingungen.

Einfluss verschiedener Salze

Die Untersuchung der SH-Aktivitét in Abhéngigkeit von Salzionen erfolgte durch die Zugabe
von verschiedenen, in technischen Anwendungen héufig verwendeten Salzen zum Reaktions-
ansatz. Hierbei handelte es sich um NaCl, Na,SO4, Na,HPO4, KCI, K,SO4, K;HPO4, (NHy)CI,
(NH4)2SO4, (NH4),HPO4. In Gegenwart von Natriumionen konnte eine deutliche Abnahme
der SH-Aktivitit um etwa 70 % beobachtet werden (Abbildung 3.3). Die gleiche Entdeckung
machten bereits Schneider und Schlegel und Keefe ef al., wobei letztere von einer Inhibierung
der SH infolge der Zugabe von Natriumionen ausgingen [Keefe et al., 1995, Schneider und

Schlegel, 1976].
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Abbildung 3.3 Einfluss verschiedener Salze auf die SH-Aktivitit. [0,1 M Salzkonzentration,
0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD", 1 uM FMN]
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Des Weiteren fiihrte die Gegenwart von Ammoniumionen zu einer Abnahme der Enzymakti-
vitdt um bis zu 30 %, was ebenso von Keefe ef al. zuvor beschrieben wurde [Keefe et al.,
1995]. Salze, die Sulfat- oder Phosphationen beinhalteten, verringerten die SH-Aktivitdt eben-
falls um bis zu 10 %. Keinen Einfluss auf die Enzymaktivitit hatten dagegen Kalium- und
Chloridionen. Basierend auf diesen Resultaten sollte in technischen Anwendungen der SH ein
Einsatz von Natriumsalzen vermieden werden und ein Austausch gegen Kaliumsalze erfol-

gen.

Einfluss von wasserléslichen organischen Lésungsmitteln

Fiir die Bestimmung der Aktivitdt der SH in Gegenwart von wasserldslichen organischen Lo-
sungsmitteln wurden drei hdufig in enzymkatalysierten Reaktionen eingesetzte Losungsmittel
ausgewdhlt, bei denen es sich um DMF (logP -1,0), DMSO (logP -1,3) und Isopropanol
(logP 0,3) handelte [Azevedo et al., 2001, Guagliardi et al., 1989]. Diese wurden in Konzen-
trationen von 10 und 25 % (v/v) zum Reaktionsansatz gegeben, wie es in einer Vielzahl von
Oxidoreduktase-katalysierten Reaktionen {iblich ist, um eine Erhohung der Substrat- bzw.
Produktldslichkeit zu erzielen [Vermue und Tramper, 1995, Vazquez-Duhalt et al., 1993,
Mozhaev et al., 1989]. Dabei zeigten alle drei Losungsmittel einen ausgepragten inaktivieren-

den Einfluss auf die SH, wie in Abbildung 3.4 dargestellt ist.
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Abbildung 3.4 Einfluss von 10 und 25 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol auf die SH-
Aktivitat. [Losungsmittelkonzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/ HCI-Puffer (pH 8§,0),
35°C, 1 mM NAD", 1 uM FMN]
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Bezogen auf die Aktivitit der SH, die ohne den Einsatz eines Cosolvents in reinem Tris/HCI-
Puffer ermittelt wurde, war bei einer Losungsmittelkonzentration von 25 % (v/v) nur noch in
DMSO eine Enzymaktivitit von 4,7 (+ 2,2) U mg'1 messbar, was einer Restaktivitidt von 15 %
entspricht. In Ubereinstimmung mit diesem Ergebnis war bei einer Losungsmittelkonzentra-
tion von 10 % (v/v) ebenfalls im Fall von DMSO die hochste SH-Aktivitit von 15,4 (= 0,5)
U mg”' zu beobachten, was etwa der Hilfte der Enzymaktivitit in reinem Puffer entspricht. Im
Gegensatz dazu fithrte die Zugabe von DMF zur stirksten Inaktivierung der SH, wobei
lediglich 7 % der urspriinglichen Enzymaktivitit noch bestimmt werden konnten. Die Zugabe
von 10 % (v/v) Isopropanol fiihrte ebenfalls zu einem ausgepriagten Aktivititsverlust um etwa

78 %, wobei eine Aktivitit von 6,8 (+ 1,3) U mg™" gemessen wurde.

Die Inaktivierung von Enzymen in Gegenwart organischer Losungsmittel ist allgemein
bekannt [Schmid et al., 2001]. Die dabei auftretenden Wechselwirkungen zwischen dem
Enzym und dem zugesetzten organischen Losemittel sind vielfdltig. So konnen wasserlosliche
Losungsmittel Wassermolekiile von der Proteinoberfliche sowie aus dem katalytischen
Zentrum des Enzyms verdringen, was die thermodynamische Stabilisierung der Tertidrstruk-
tur beeinflusst. In der Folge kann dies zu einer Inaktivierung aufgrund der Konformations-

anderung fithren [Pazhang et al., 2006, Ogino und Ishikawa, 2001].

Dass Enzyme in Gegenwart von DMSO stabilisiert werden bzw. ein abweichendes Verhalten
verglichen mit dem in anderen wasserloslichen organischen Losungsmitteln zeigen, wurde
bereits fiir eine Vielzahl von Enzymen beschrieben [Pazhang et al., 2006, Azevedo et al.,
2001]. Hierbei wurde von einem geringeren inhibierenden Potential von DMSO in Kombina-
tion mit Enzymen ausgegangen. Dieses wurde auf spezielle Interaktionen zwischen DMSO
und den proteinogenen Aminosduren zuriickgefiihrt, was in der Folge eine Konformations-
anderung des Enzyms hervorruft und so zu dessen erhohter Flexibilitét fiihrt, die wiederum
eine erhohte Aktivitdt bzw. einen geringeren Aktivitdtsverlust in DMSO verursacht [Pazhang
et al., 2006]. Aufgrund unzureichender Strukturinformationen der SH bleiben genauere Aus-
sagen iiber mogliche Ursachen fiir die beobachteten geringen Aktivititen in den untersuchten
Losungsmitteln jedoch offen. Des Weiteren existieren keine Vergleichsdaten fiir die Aktivitit
der SH in den analysierten Losungsmitteln, da entsprechende Untersuchungen der SH bislang

nicht vorgenommen wurden.
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Einfluss von wasserunldslichen organischen Losungsmitteln

Zur Bestimmung des Einflusses von wasserunloslichen organischen Losungsmitteln auf die
Aktivitit der SH wurden MTBE (logP 1,0), Toluol (logP 2,5) und n-Heptan (logP 4,0) ausge-
wihlt, wobei diese funktionelle Unterschiede aufweisen sowie verschiedene Wasserloslich-
keiten besitzen (Wasserldslichkeiten: MTBE 42 g L™, Toluol 0,5 g L', n-Heptan 0,1 g L™).
Die Untersuchungen berticksichtigten dabei einzig den Einfluss der molekularen Toxizitét des
jeweiligen Losungsmittels, nicht aber die Grenzflachentoxizitit. Dazu geniigte die alleinige
Séttigung des Puffers mit dem Losungsmittel, wodurch ein monophasiges Reaktionssystem
erhalten blieb. Die SH zeigte in jedem der drei untersuchten Losungsmittel eine Verringerung
threr maximalen, in reinem Puffer gemessenen Aktivitit (Abbildung 3.5). Am deutlichsten
war dieser Effekt bei der Sattigung des verwendeten Puffers mit Toluol zu sehen. Hierbei
verlor die SH 45 % ihrer urspriinglichen Aktivitit. In MTBE und n-Heptan hingegen betrug
der Aktivitédtsverlust 19 bzw. 22 %.
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Abbildung 3.5 Einfluss von MTBE, Toluol und n-Heptan auf die SH-Aktivitit. [Sattigung
des Puffers mit Losungsmittel, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD", 1 uM
FMN]

Aufgrund dieser Resultate ldsst sich schlussfolgern, dass der deaktivierende Einfluss der
untersuchten Losungsmittel nicht auf die Stirke der Wasserloslichkeit der gewéhlten Medien
zuriickzufiihren ist. Anderenfalls hitte die Enzymaktivitit von MTBE hin zu n-Heptan

zunehmen miissen, da n-Heptan die geringste Wasserloslichkeit besitzt. Vielmehr lieBen sich
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die erhaltenen Ergebnisse auf die Funktionalitit der untersuchten Ldsemittel zuriickfiihren,
wobei auch in diesem Fall keine genauen Ursachen angegeben werden konnen, da nur
unzureichende Strukturinformationen der SH existieren. Im Weiteren kann kein Vergleich mit
Literaturdaten vorgenommen werden, da entsprechende Vergleichsinformationen fiir die SH

bislang nicht vorliegen.

Einfluss von ionischen Flussigkeiten

Ionische Fliissigkeiten (ionic liquids (ILs)) sind sogenannte fliissige Salze, die genauso wie
organische Losungsmittel 16slichkeitsvermittelnde Eigenschaften besitzen, weshalb sie bereits
bei einer Vielzahl biokatalytischer Reaktionen zur Erh6hung der Substrat- bzw. Produktlds-
lichkeit Einsatz fanden [Roosen ef al., 2008, Van Rantwijk und Sheldon, 2007, Kragl et al.,
2002, Sheldon et al., 2002]. Dariiber hinaus gelten sie als umweltfreundliche Alternative ver-
glichen mit den herkommlich eingesetzten organischen Losungsmitteln. Bei den untersuchten
ILs handelte es sich um AmmoengTM 101, [BMIM][BF4], [BMIM][OT{], [EMIM][EtSO4],
[HMIM][CI] und [MTEOA][MeSOy], die alle vollstindig wasserldslich sind. Die untersuch-
ten Konzentrationen im Reaktionsansatz betrugen 2,5, 5 und 10 % (v/v). Wie in Abbildung
3.6 gezeigt ist, gehen von den analysierten ILs unterschiedliche, deaktivierende Einfliisse auf
die SH aus. Demnach zeigte die SH in Gegenwart von 2,5 % (v/v) [BMIM][BF4] und
[EMIM][EtSO4] noch immer 92 bzw. 94 % ihrer maximalen, in reinem Puffer ermittelten
Aktivitit. In 2,5 % (v/v) Ammoeng' ™ 101 und [HMIM][CI] betrug die Restaktivitit der SH
dagegen lediglich 50 bzw. 43 % ihrer maximalen Aktivitit. Eine Erhohung der IL-Konzentra-
tion auf 5 und 10 % (v/v) fiihrte folglich zu einer weiteren Inaktivierung der SH. So lielen
sich bei Zugabe von je 10 % (v/v) [BMIM][BF4], [BMIM][OT{] und [HMIM][CI] nur noch
Restaktivititen von 1, 1 bzw. 0,2 % bestimmen, wohingegen die SH in Gegenwart von 10 %

[MTEOA][MeSO4] immer noch 62 % ihrer urspriinglichen Aktivitit besaB.



Ergebnisse und Diskussion 52

40 T T T T T T T - O%IL
CJ25%IL
Bl -%iL
30 [CJ10%IL
P"@
e
2208 | ||l m -
e
>
wo{®dE® B || |® || —
<
O_
S\N N
oS Y &
& SN
o O
& &
v@

Abbildung 3.6 Einfluss von 2,5, 5 und 10 % (v/v) verschiedener ILs auf die SH-Aktivitit.
[IL-Konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD,
1 uM FMN]

Die erhaltenen Ergebnisse stimmen mit Literaturdaten {iberein, in denen die Deaktivierung
einer Vielzahl von Enzymen in Gegenwart von ILs beschrieben wurde [Nakashima et al.,
2006, Turner et al., 2003, Sheldon et al., 2002, Erbeldinger et al., 2000]. Dabei stellt die
Polaritdt der ILs einen hdufig diskutierten Aspekt bei deren Einfluss auf die Enzymaktivitit
dar. In diesem Zusammenhang werden ILs als moderat polar - analog zu kurzkettigen Alko-
holen - eingeordnet [Zhao, 2010]. Des Weiteren konnen ILs dhnlich wie polare organische
Losungsmittel in Wechselwirkung mit der Tertidrstruktur des Enzyms treten und dadurch
schlieBlich zu einer Konformationsinderung, die mit einer Deaktivierung des Proteins
einhergeht, fithren [Kragl er al., 2002]. Fiir einen direkten Vergleich der ermittelten SH-

Aktivititen in den untersuchten ILs existieren bisher keine entsprechenden Literaturdaten.

Einfluss von Additiven
Basierend auf frilheren Studien, in denen eine Aktivierung der SH in Gegenwart von
Reduktionsdquivalenten beschrieben wurde, erfolgte die Untersuchung der SH-Aktivitéit in

Abhingigkeit von verschiedenen Additiven [Schneider und Schlegel, 1976]. Dabei galt es,
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mogliche enzymaktivierende bzw. -deaktivierende Effekte dieser Reagenzien zu ermitteln.
Bei den gewéhlten Zusidtzen handelte es sich um den SH-Cofaktor FMN, Reduktionsdquiva-
lente wie DTT, TCEP und Ascorbinsdure, sowie Glycerin und PEGu4go. Die ausgewihlten
Additive wurden in definierten Konzentrationen zum Reaktionsansatz gegeben. Die dabei

ermittelten Enzymaktivititen sind in Abbildung 3.7 dargestellt.
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Abbildung 3.7 Einfluss von verschiedenen Additiven auf die SH-Aktivitdt. [00- ohne
Additive, 01- 1 uM FMN, 02- 3 uM FMN, 03- 0,5 mM DTT, 04- 1 mM DTT, 05- 0,5 mM
TCEP, 06- 0,2 M Ascorbinsdure, 07- 0,05 M PEGaq, 08- 0,05 M Glycerin, 09- 0,1 M
Glycerin, 10- 0,25 M Glycerin; 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, ] mM NAD']

Es zeigte sich, dass die Zugabe von 1 und 3 pM FMN zu einer Aktivierung der SH um 20
bzw. 24 % fiihrt, wie es auch von Schneider und Schlegel in fritheren Untersuchungen gezeigt
wurde [Schneider und Schlegel, 1976]. Die beobachtete Enzymaktivierung durch die Zugabe
von FMN ist darauf zuriickzufiihren, dass die SH durch NADH, das wihrend der Reaktion
entsteht, in ithren reduzierten Zustand uberfiithrt wird und dabei an der HoxY-Untereinheit
nicht kovalent gebundenes FMN-a verliert. In der Folge sinkt die Aktivitidt der SH, da es zu
einer Hinderung der Elektroneniibertragung kommt [Lauterbach et al., 2011, Van der Linden
et al., 2004b]. Somit verhindert die Zugabe von FMN diese Inaktivierung der SH infolge der
Wiederherstellung der uneingeschrinkten Elektroneniibertragung zwischen dem Hydrogena-
se- und Diaphorasedimer. Die Anwesenheit von DTT fiihrte genauso wie FMN zu einer

Aktivierung der SH. In diesem Fall betrug der Aktivititsgewinn bei einer Konzentration von
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0,5 mM 22 % und bei einer Konzentration von 1 mM lediglich 8 %, was zeigt, dass die
Zugabe hoherer Konzentrationen von Reduktionsdquivalenten die Aktivierung der SH storen
kann. DTT ist in diesem Zusammenhang fiir die Uberfiihrung der SH in ihren reduzierten
Zustand verantwortlich, der laut Schneider und Schlegel die aktivierte Enzymform darstellt
[Schneider und Schlegel, 1976]. Dem entsprechend sollte TCEP einen vergleichbaren Effekt
nach sich ziehen, wie auch beobachtet wurde, da die SH in Gegenwart einer 0,5 mM
Konzentration eine um 15 % erhdhte Aktivitdt verglichen mit der in reinem Puffer zeigte. Die
Zugabe von 0,2 M Ascorbinsédure fiihrte dagegen zu einer Abnahme der SH-Aktivitdt um 11
%, was nicht erwartet wurde, da dieses Reagenz ebenfalls dem Oxidationsschutz des Enzyms
dient und folglich ein dhnliches Resultat wie bei der Zugabe von DTT und TCEP erwartet
wurde. Dem gegeniiber wurden in Anwesenheit des Polymers PEGago sowie unterschiedlicher

Konzentrationen von Glycerin keine verdnderten Enzymaktivitdten ermittelt.

3.1.2 Abhéngigkeit der Stabilitdt der SH von verschiedenen isolierten

Einflissen

Die Untersuchung der Stabilitdt der SH in Abhéngigkeit von verschiedenen isolierten Ein-
fliissen erfolgte anhand der Bestimmung der Abnahme der Enzymaktivitit liber die Zeit bei
definierten Inkubationsbedingungen. Daraus lieB sich die Halbwertszeit des Enzyms
berechnen. Die Temperatur sowie der pH-Wert wihrend der Inkubation der SH entsprachen
stets dem in Kapitel 3.1.1 ermittelten Temperatur- und pH-Optimum von 35 °C und pH 8,0
unter Verwendung eines 0,05 M Tris/HCIl-Puffers.

Temperaturstabilitat

Die Untersuchung der Stabilitit der SH in Abhingigkeit von der Temperatur erfolgte
zwischen 4 und 45 °C. Hierbei zeigte sich eine hohe Temperatursensitivitit des Enzyms (Ab-
bildung 3.8). So konnte eine maximale Halbwertszeit von 48,5 (£ 4,4) h bei einer Inkuba-
tionstemperatur von 4 °C ermittelt werden. Bei ihrem Aktivititsoptimum von 35 °C betrug
die Halbwertszeit der SH dagegen nur noch 5,3 (£ 0,7) h. Die weitere Erhohung der
Inkubationstemperatur um 10 °C auf 45 °C fiihrte nochmals zu einem 5-fachen Stabilitéts-
verlust (t;2: 1,0 (= 0,1) h). Da bisher keine entsprechenden Untersuchungen der Temperatur-

stabilitit der SH erfolgten, ist ein Vergleich mit Literaturdaten nicht moglich.
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Abbildung 3.8 Abhingigkeit der Halbwertszeit der SH von der Temperatur. [Temperatur wie
angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0)]

Basierend auf den erhaltenen Ergebnissen sollte die hohe Sensitivitit der SH gegeniiber hohen
Temperaturen bei technischen Anwendungen Beriicksichtigung finden bzw. gegebenenfalls

eine Anpassung des Enzyms mittels einer geeigneten Stabilisierungsmethode erfolgen.

pH-Stabilitat

Die Untersuchung der pH-Stabilitdt der SH erfolgte in einem Bereich zwischen pH 7,0 und
9,0. Die Ergebnisse dieser Messungen ergaben eine starke Abhingigkeit der Halbwertszeit
der SH vom pH-Wert (Abbildung 3.9). So fiihrte die Verringerung des pH-Wertes von 8,0 auf
7,0 zu einer deutlichen Erhohung der Halbwertszeit von 5,3 (£ 0,7) h auf 16,1 (= 0,5) h,
wohingegen das Enzym bei der Erhohung des pH-Wertes auf 9,0 eine klare Abnahme seiner
Halbwertszeit auf 0,5 (£ 0,0) h zeigte. Auch fiir diese Ergebnisse existieren bislang noch

keine entsprechenden Vergleichsdaten.
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Abbildung 3.9 Abhéngigkeit der Halbwertszeit der SH vom pH-Wert. [pH-Wert wie
angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer, 35 °C]

Hinsichtlich eines technischen Einsatzes sollte demnach kein pH gréfer als 8,0 gewdhlt
werden, sondern ein pH im Bereich zwischen 7,0 und 8,0. Anderenfalls sollte eine Anpassung

des Enzyms durch eine geeignete Stabilisierungsstrategie erfolgen.

Salzstabilitat

Die Untersuchung der SH-Stabilitét in Gegenwart verschiedener Salzionen erfolgte {iber die
Zugabe einer je 0,1 M Konzentration der folgenden Salze zum Inkubationsansatz: NaCl,
Na,;S04, Na,HPO4, KCI, K;S04, KoHPO4, (NH4)Cl, (NH4)2,SO4, (NH4),HPO,4. Dabei zeigte
sich, dass die Stabilitidt der SH in Anwesenheit von Phosphationen sinkt, da die Zugabe aller
drei phosphathaltigen Salze zu verringerten Halbwertszeiten fiihrte (Abbildung 3.10). Dem-
nach betrug die Halbwertszeit der SH 3,3 (= 0,3) h in 0,1 M Na,HPO4-Losung, 4,5 (= 0,3) h
in 0,1 M K;HPO4-Loésung und 3,7 (= 0,4) h in 0,1 M (NH4),HPO4-L6sung, was verglichen
mit der Halbwertszeit in reinem Puffer (5,3 (+ 0,7) h) einem Stabilitétsverlust um bis zu 38 %
entspricht. Im Gegensatz dazu fiihrte die Zugabe von Sulfatsalzen zu einer Stabilisierung des
Enzyms, da die Halbwertszeit der SH 6,5 (= 0,6) h in 0,1 M K,SO4-L6sung und 6,9 (= 0,2) h
in 0,1 M (NH4)>SO4-Losung betrug, was einer Stabilitdtserhohung um 23 bzw. 30 % ent-
spricht. Diese Beobachtung korreliert mit friiheren Untersuchungen von Schneider und

Schlegel, die ebenfalls eine 25 %-ige Stabilitdtserhdhung der SH in Gegenwart von
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(NH4)2SO4 beschrieben [Schneider und Schlegel, 1976]. Des Weiteren wurde der stabilisie-
rende Effekt von (NH4),SO4 auch bei einer Reihe anderer Enzyme beobachtet [Schmid,
1979].
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Abbildung 3.10 Einfluss verschiedener Salze auf die Halbwertszeit der SH. [0,1 M
Salzkonzentration, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Auf Basis der erhaltenen Resultate fiir die SH-Stabilitdt in Gegenwart von verschiedenen
Salzionen sollte bei technischen Anwendungen der SH der Zusatz von Phosphatsalzen ver-
mieden werden, wohingegen Sulfatsalze aufgrund der beobachteten stabilisierenden Effekte

bevorzugt Einsatz finden konnen.

Losungsmittelstabilitat (wasserlosliche Lésungsmittel)

Zur Analyse der SH-Stabilitdt in Gegenwart von wasserldslichen organischen Losungsmitteln
wurden je 10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol zum Inkubationsansatz gegeben. Auf
eine Erhohung der Losungsmittelkonzentration auf 25 % (v/v) wurde hierbei verzichtet, da
die Untersuchung der SH-Aktivitidt in Gegenwart dieser Losungsmittelkonzentration eine
starke Inaktivierung der SH ergab (Kapitel 3.1.1), so dass im Vorfeld bereits von einer zu
rapiden und nicht mehr erfassbaren Deaktivierung des Enzyms unter diesen Bedingungen aus-

gegangen werden konnte.
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Die Messungen der Halbwertszeit der SH in Gegenwart der gewihlten Losungsmittel zeigten,
dass jedes der drei eingesetzten Losungsmittel zu einer rapiden Deaktivierung der SH fiihrt

(Abbildung 3.11).
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Abbildung 3.11 Einfluss von 10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol auf die Halbwertszeit
der SH. [Losungsmittelkonzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/ HCI-Puffer (pH 8,0),
35°C]

Die hochste Halbwertszeit von 1,0 (+ 0,0) h wurde dabei in DMSO ermittelt, was verglichen
mit der Halbwertszeit ohne Zugabe eines Cosolvents (5,3 (£ 0,7) h) einer Stabilitdtsver-
ringerung um 81 % entspricht. Die Anwesenheit von 10 % (v/v) DMF und Isopropanol fiihrte
in beiden Fillen zu einer Halbwertszeit von nur 0,1 (= 0,0) h und somit zu einer Destabilisie-
rung der SH um 98 %. Ein Vergleich der erhaltenen Resultate mit Literaturdaten ist nicht

moglich, da bisher keine entsprechenden Untersuchungen erfolgten.

Im Allgemeinen wurde die rapide Deaktivierung von Enzymen in Gegenwart von organischen
Losungsmitteln bisher fiir eine Vielzahl von Enzymen beschrieben [Mattos und Ringe, 2001,
Halling, 1990, Hahn-Hiagerdal, 1986]. Als Ursache dafiir gilt hdufig die Entfaltung der dreidi-
mensionalen Proteinstruktur in Folge der Verdnderung der lokalen Umgebung des aktiven
Zentrums des Enzyms [Knubovets et al., 1999, Schiffer und Détsch, 1996]. Im speziellen Fall
der SH konnte zudem eine Authebung der Quartirstruktur im Zuge des Proteinzerfalls in

seine einzelnen Untereinheiten die Inaktivierung des Enzyms hervorrufen. Genauere Aussa-
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gen sind jedoch aufgrund der bislang unzureichenden Strukturinformationen der SH nicht zu
treffen. Hinsichtlich einer technischen Anwendung der SH in wéssrigen Losungsmittel-
systemen erwiesen sich die betrachteten Losungsmittel als ungeeignet, woraus der Bedarf
einer Stabilisierung des Enzyms gegeniiber den beobachteten deaktivierenden Einfliissen der

untersuchten Medien erwéchst.

Losungsmittelstabilitat (wasserunlésliche Losungsmittel)

Entsprechend der Aktivitdtsuntersuchungen in Abhédngigkeit von wasserunloslichen organi-
schen Losungsmitteln (Kapitel 3.1.1) erfolgte die Analyse der SH-Stabilitdt ebenfalls durch
die jeweilige Sattigung des verwendeten Inkubationspuffers mit MTBE, Toluol bzw. n-
Heptan. Hiebei verringerte sich die Halbwertszeit der SH von 5,3 (+ 0,7) h in reinem Puffer
auf bis zu 0,4 (= 0,0) h in MTBE-gesittigtem Puffer, was einem Stabilitdtsverlust von 92 %
entspricht (Abbildung 3.12).
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Abbildung 3.12 Einfluss von MTBE, Toluol und n-Heptan auf die Halbwertszeit der SH.
[Sattigung des Puffers mit Losungsmittel, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

In dem mit Toluol bzw. n-Heptan gesittigtem Puffer betrug die Halbwertszeit der SH dagegen
3,6 (£ 0,3) bzw. sogar 4,5 (£ 0,5) h, was einer Verringerung der Stabilitdt um nur 32 bzw. 15
% gleichkommt. Auch im Rahmen dieser Untersuchungen ist kein Vergleich mit fritheren

Studien moglich, da diese fiir die SH bislang nicht durchgefiihrt wurden.
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Im Allgemeinen deuten die beobachteten Tendenzen fiir den Einfluss von wasserunldslichen
organischen Losungsmitteln auf die Halbwertszeit der SH auf eine Abhéngigkeit der Enzym-
stabilitdt von der Wasserloslichkeit des eingesetzten Losungsmittels hin. So handelt es sich
bei MTBE um das Ldsungsmittel mit der hochsten Wasserloslichkeit (42 g L"), welches
infolge des stark ausgeprigten Kontaktes mit dem Enzym zu dessen rapider Deaktivierung
fiihrt. Im Gegensatz dazu besitzt n-Heptan die geringste Wasserldslichkeit (0,1 g L™). Somit
kommt es im Fall von n-Heptan zur schwichsten Wechselwirkung mit der SH, was wiederum
die nur geringfiigige Deaktivierung der SH in diesem Losungsmittelsystem zur Folge hat.
Basierend auf diesen Resultaten gilt es fiir technische Anwendungen der SH in vergleichbaren
Losungsmittelsystemen mittels einer geeigneten Stabilisierungsmethode die Stabilitidt der SH

in diesen Medien zu erhGhen.

IL-Stabilitat

Die Untersuchung der SH-Stabilitit in ILs erfolgte analog zu den Aktivititsmessungen
(Kapitel 3.1.1) durch die Zugabe verschiedener Konzentrationen (2,5, 5 und 10 % (v/v)) der
folgenden ILs zum Inkubationspuffer: Ammoeng'™ 101, [BMIM][BF,], [BMIM][OT{],
[EMIM][EtSO4], [HMIM][CI] und [MTEOA][MeSOy4]. Dabei zeigte die SH in allen unter-
suchten ILs mit Ausnahme von [MTEOA][MeSO4] deutlich verringerte Halbwertszeiten ver-
glichen mit der in reinem Puffer (5,3 (= 0,7) h), wie in Abbildung 3.13 dargestellt ist. So lie3
sich bei einer IL-Konzentration von 10 % (v/v) nur noch in [MTEOA][MeSO4] eine Halb-
wertszeit der SH ermitteln. Diese betrug in diesem Fall 0,9 (+ 0,2) h. Alle anderen untersuch-
ten ILs fithrten bei dieser Konzentration zu einer vollstindigen und nicht mehr messbaren
Deaktivierung der SH. In Gegenwart von 5 % (v/v) der gewihlten ILs zeigte die SH neben
[MTEOA][MeSO,] des Weiteren in [EMIM][EtSOy4] eine noch erfassbare Halbwertszeit, die
in [MTEOA][MeSO4] 1,8 (£ 0,7) h und in [EMIM][EtSO4] 0,5 (= 0,1) h betrug. Wurden
2,5 % (v/v) dieser beiden ILs zum Inkubationsansatz gegeben, besall die SH eine Halbwerts-
zeit von 7,1 (= 0,8) bzw. 0,9 (= 0,1) h, was im Fall von [MTEOA][MeSO4] sogar einer
erhohten Halbwertszeit der SH verglichen mit der in reinem Puffer entspricht. Somit fiihrten
geringe Konzentrationen von [MTEOA][MeSO4] zu einer Stabilisierung der SH. Da auch im
Bereich der SH-Stabilitdt in ILs keine Literaturdaten vorhanden sind, kann kein Vergleich der

erhaltenen Ergebnisse vorgenommen werden.
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Abbildung 3.13 Einfluss von 2,5, 5 und 10 % (v/v) verschiedener ILs auf die Halbwertszeit
der SH. [IL-Konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Da die Untersuchung der SH-Stabilitdt in Abhingigkeit von Salzen einen stabilisierenden
Effekt fiir Sulfationen ergab (Kapitel 3.1.2), konnten die erhdhten Halbwertszeiten der SH im
Fall von [MTEOA][MeSO,4] und [EMIM][EtSO4] ebenfalls auf die bei diesen ILs vorliegen-
den Sulfationen zuriickzufiihren sein. Aufgrund dessen sollten in technischen Anwendungen,
in denen Loslichkeitsvermittler wie ILs bendtigt werden, bevorzugt sulfatenthaltende ILs wie
[MTEOA][MeSO,] in Kombination mit der SH eingesetzt werden. Weiterhin gilt diese IL als
gesundheitlich unbedenklich und umweltschonend, da sie biologisch abbaubar ist

[Wasserscheid und Welton, 2008].

Stabilitat in Gegenwart von Additiven

In Analogie zu den Aktivititsuntersuchungen fiir die SH in Abhdngigkeit von verschiedenen
Additiven (Kapitel 3.1.1) erfolgte eine entsprechende Analyse der SH-Stabilitét. In dieser galt
es, mogliche enzymdestabilisierende bzw. -stabilisierende Effekte durch den Zusatz verschie-
dener Additive zu ermitteln. Dazu wurden definierte Konzentrationen der folgenden Additive
zum Inkubationsansatz gegeben: FMN, Kaliumhexacyanoferrat, PEG4o und Glycerin. Von

PEG und Glycerin gingen hierbei bereits bei einer Reihe von Enzymen stabilisierende Effekte
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aus [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Schmid, 1979]. Bei Kaliumhexacyanoferrat handelt es
sich dagegen um ein schwaches Oxidationsmittel, welches die SH in ihre oxidierte und nach
Schneider und Schlegel stabilisierte Enzymform {iberfiihren sollte [Schneider und Schlegel,
1976].

Wie in Abbildung 3.14 dargestellt ist, zeigte die SH in Gegenwart von 1 uM FMN und
0,25 M Kaliumhexacyanoferrat eine Halbwertszeit von 4,8 (+ 0,2) bzw. 1,6 (= 0,1) h, was
verglichen mit ihrer Halbwertszeit ohne den Zusatz eines Additivs (5,3 (£ 0,7) h) einer
Stabilitdtsabnahme um 9 bzw. 70 % entspricht. Im Gegensatz dazu filihrte die Zugabe von
PEGy zu einer geringfiigigen Erhohung der Halbwertszeit um 25 % auf 6,6 (+ 0,9) h. Ein
dhnliches Verhalten zeigte die SH in Anwesenheit verschiedener Konzentrationen von Glyce-
rin, wobei bei einer Glycerinkonzentration von 0,1 M eine erhohte Halbwertszeit von bis zu
7,4 (£ 0,3) h bestimmt wurde. Ein Vergleich dieser Ergebnisse mit entsprechenden Literatur-
daten ist an dieser Stelle nicht moglich, da entsprechende Untersuchungen bislang noch nicht

durchgefiihrt wurden.

Halbwertszeit [h]

Abbildung 3.14 Einfluss von verschiedenen Additiven auf die Halbwertszeit der SH. [00-
ohne Additive, 01- 1 uM FMN, 02- 0,25 M Kaliumhexacyanoferrat, 03- 0,05 M PEGa, 04-
0,05 M Glycerin, 05- 0,1 M Glycerin, 06- 0,25 M Glycerin; 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0),
35°C]
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Basierend auf den ermittelten Ergebnissen konnte im Fall des Oxidationsmittels Kaliumhexa-
cyanoferrat keine zusitzliche Oxidation und somit Stabilisierung der SH erzielt werden. Die
Zugabe dieser oxidierenden Komponente fiihrte vielmehr zu einer deutlichen Erh6hung der
Deaktivierungsrate der SH. Moglicherweise lag die SH vor der Zugabe von Kaliumhexa-
cyanoferrat schon weitestgehend oxidiert vor, so dass dessen Gegenwart zu einer divergenten
Deaktivierung der SH fiihrte. Auch die Zugabe von FMN zeigte keinen stabilisierenden
Einfluss auf die SH. Lediglich der Zusatz des Polymers PEGyyy sowie die Anwesenheit von
Glycerin stabilisierten die SH, was mit Literaturdaten korreliert, in denen der stabilisierende
Effekt durch die Zugabe von PEG und Glycerin fiir zahlreiche Enzyme beschrieben wurde
[Iyer und Ananthanarayan, 2008, Schmid, 1979].

Aufgrund der gezeigten Resultate erweist sich der Zusatz von PEG-Polymeren und Glycerin
in technischen Anwendungen der SH als geeignet. Auf die Zugabe von Oxidationsmittel wie

Kaliumhexacyanoferrat zum Reaktionssystem sollte dagegen verzichtet werden.

Mechanische Stabilitat

Da in technischen Anwendungen von Enzymen eine Durchmischung des Reaktionssystems
unerlésslich ist, wurde die SH unter mechanischer Beanspruchung in Form von Scherkréften
untersucht. Die Stabilitdtsmessungen erfolgten zum einen unter Verwendung verschiedener
Riihrertypen und zum anderen bei variierenden Riihrgeschwindigkeiten. Hierzu wurden ein
KPG-Riihrer sowie ein Magnetriihrer ausgewéhlt und deren Einfluss auf die Halbwertszeit der
SH bestimmt. Die Riihrgeschwindigkeit betrug dabei zunichst 400 Upm bei beiden Riihrer-
typen und wurde dann im Fall des Magnetriihrers in einer zusitzlichen Messung auf 800 Upm
erhoht. Dabei zeigte die SH eine deutlich verringerte Stabilitit, wenn der Inkubationsansatz
bei 400 Upm geriihrt wurde (Abbildung 3.15). Die Rithrerform hatte dagegen keinen Einfluss
auf die SH-Stabilitit, da die Halbwertszeit der SH beim Einsatz eines KPG-Riihrers bei einer
Riithrgeschwindigkeit von 400 Upm 1,8 (+ 0,1) h betrug und im Fall des Magnetriihrers eine
vergleichbare Halbwertszeit von 1,9 (= 0,1) h erhalten wurde. Verglichen mit der Enzym-
stabilitdt ohne eine mechanische Beanspruchung in Form von Scherkréften (5,3 (+ 0,7) h)
betrug die Verringerung der Stabilitdt in beiden Féllen etwa 65 %. Wurde die Riihrgeschwin-
digkeit weiter auf 800 Upm erhoht, kam es wie erwartet zu einer weiteren Abnahme der

Halbwertszeit der SH auf nur 0,8 (+ 0,1) h, was einem Stabilitdtsverlust von insgesamt 85 %
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entspricht. Auch im Bereich der SH-Stabilitdit in Abhéingigkeit von mechanischer
Beanspruchung existieren bislang noch keine Literaturdaten, die einen Vergleich der

erhaltenen Ergebnisse erlauben.
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Abbildung 3.15 Einfluss von mechanischer Beanspruchung auf die Halbwertszeit der SH.
[00- ohne Riihren, 01-KPG- Riihrer (400 Upm), 02- Magnetriihrer (400 Upm), 03- Magnet-
rihrer (800 Upm); 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Eine der moglichen Ursachen fiir den drastischen Stabilitdtsverlust der SH unter Einwirkung
von Scherkriften stellt der Zerfall der SH in ihre einzelnen Untereinheiten dar. Aufgrund der
erhaltenen Ergebnisse ist eine Stabilisierung der SH gegeniiber deaktivierender Einfliisse aus-
gehend von Scherkriften unerlésslich, insbesondere in Hinblick auf technische Anwendun-

gen, welche eine Durchmischung des Reaktionssystems erfordern.

3.1.3 Charakterisierung der Aktivitdt und Stabilitdt der SH unter
Berucksichtigung der gegenseitigen Beeinflussung von Temperatur und
pH-Wert mittels Design of Experiments

Bei der klassischen Methode zur Untersuchung des Einflusses verschiedener Parameter auf
ein System wird lediglich ein Einflussfaktor variiert, wahrend alle anderen Parameter konstant
gehalten werden, wie auch in Kapitel 3.1.1 und 3.1.2 vorgegangen wurde. Eine effiziente

Alternative fiir diese Methode stellt das mathematische Verfahren der Versuchsplanung dar,
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welches unter dem Begriff design of experiments (DOE) zusammengetasst wird. Dadurch ist
es moglich, die gegenseitige Wechselwirkung der Einflussparameter des Systems zu unter-
suchen, da jegliche Parameter gleichzeitig variiert werden konnen. In der Folge werden zuver-
lassige Karten, die sogenannten contour plots und surface plots, erhalten, die die Mess-
ergebnisse prasentieren und zu einem verbesserten Verstindnis des untersuchten Systems

fiihren [Eriksson et al., 2000].

Das allgemeine Vorgehen des DOEs beruht auf der Festlegung eines relevanten Standard-
experiments, das den sogenannten Nullpunkt center point darstellt und um welchen herum in
symmetrischer Weise weitere Experimente durchgefiihrt werden. Zudem gilt es, zu Beginn
der Untersuchungen das Problem zu formulieren. Dies umfasst die Auswahl der Zielsetzung,
der Einflussfaktoren und der ZielgroBen, sowie des anzuwendenden Modells und des Designs.
Im letzten Schritt erhdlt man den entsprechenden Versuchsplan, der die Kombinationen der
durchzufiihrenden Experimente wiedergibt. AbschlieBend erfolgt die Analyse der Messergeb-
nisse mittels des DOE [Eriksson ef al., 2000].

Der zu Beginn festgelegte center point im Rahmen dieser Untersuchung stellte das in Kapitel
3.1.1 ermittelte Temperatur- und pH-Optimum der SH (35 °C, pH 8,0) dar. Bei den unter-
suchten Einflussfaktoren, deren gegenseitige Beeinflussung es zu analysieren galt, handelte es
sich um die Temperatur und den pH-Wert, wohingegen die Enzymaktivitdt und die Halb-
wertszeit die ZielgroBen darstellten. Beim anzuwendenden Modell wurde das quadratische
gewihlt, so dass die Moglichkeit entstand, auch nichtlineare Zusammenhénge zu erfassen.
Der nach dem central composite design erhaltene Versuchsplan fiir einen Temperaturbereich
zwischen 25 und 45 °C und einem pH-Bereich zwischen 7,0 und 9,0 sowie die fiir die Aktivi-
tats- und Stabilitdtsmessungen erhaltenen Ergebnisse sind in Abbildung 3.16 dargestellt.
Hierbei bestétigte sich nochmals das in Kapitel 3.1.1 erhaltene Aktivititsoptimums der SH,
welches bei einer Reaktionstemperatur von 35 °C und einem pH-Wert von 8,0 zu finden ist.
Im Gegensatz dazu zeigte die SH ihre geringste Aktivitit von 134 U mL™ bei 25 °C und pH
7,0. Die niedrigste Stabilitit der SH wurde dagegen bei 45 °C und pH 9,0 ermittelt, wobei die
Halbwertszeit der SH bei diesen Bedingungen 0,0 h betrug. Dem gegeniiber zeigte die SH
ihre maximale Halbwertszeit von 13,9 h innerhalb des untersuchten Messbereichs bei 20,86

°C und pH 8,0.



Ergebnisse und Diskussion 66

1 2 3 4 5 3] 7 g

1 Exp No| Exp Name Run Order Incl/Excl [Temperatur pH Aktivitat Halbwertszeit
2| 1 M1 11 | Inc - Z5 7 134 12,9
3 | 2 N2 6 Incl | 45 7 152,5 1,1
4| 3 I3 4 Incl |+ 25 2 180,4 0,7
5 | 4[4 7 Incl - 45 9 37,4 0
B | 5 Ma 1 Incl - 20,86 8§ 180,6 13,9
7 6 IR 3 Incl |+ 49,14 & 137,1 0,3
5 | 7N 10 Incl - 35| 6,586 147,9 5,6
R g Ma 5 Incl - 35 9,414 53,2 0,1
10 | 9 NI g Incl |- 35 3 349,2 4,1
11 | 10 K10 3 | Incl - 35 B 346,68 3,9
12 | 11 M1 2 | Incl - 35 S| 367.6 g,z

Abbildung 3.16 Der nach central composite design erhaltene Versuchsplan mit den Messer-
gebnissen fiir die Aktivitit [in U mL'] und Halbwertszeit [in h] der SH bei Variation des pH-
Wertes [-] und der Temperatur [in °C]. [Temperatur und pH-Wert wie angegeben, 0,05 M
Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 1 mM NAD" und 1 pM FMN bei der Reaktion]

Datenanalyse
Zur Analyse der erhaltenen Daten fiir die Aktivitdt und Stabilitdt der SH bei den untersuchten
Faktorkombinationen sowie fiir die Bewertung der statistischen Berechnungen existieren ver-

schiedene Methoden innerhalb des DOE.

Den ersten Schritt bei der Datenanalyse bildet die Bewertung der erhaltenen Daten in Form
des replicate index. Dabei erhilt man einen Uberblick iiber die Reproduzierbarkeit der
ermittelten Messergebnisse [Eriksson et al., 2000]. Der mittels DOE erhaltene replicate index
ist in Abbildung 3.17 dargestellt. Es konnte gezeigt werden, dass die gemessenen Werte so-
wohl fiir die Aktivitét als auch fiir die Halbwertszeit der SH bei den verschiedenen Faktor-
kombinationen eine hohe Reproduzierbarkeit aufwiesen, da die jeweiligen Werte fiir den

center point (Proben 9, 10 und 11) dicht beieinander lagen.
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Abbildung 3.17 Der mittels DOE erhaltene replicate index fiir die Aktivitit [in U mL™] und
Halbwertszeit [in h] der SH.

Zudem gibt der investigation plot in Form eines Balkendiagramms einen zusammenfassenden
Uberblick iiber die generelle Giite der durchgefiihrten Experimente und zeigt wesentliche
Kriterien der Anwendbarkeit des gewihlten Modells auf (Abbildung 3.18). Dazu existieren

vier Indikatoren, die die vier verschiedenen Balken darstellen [Eriksson ef al., 2000].
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Aktivitat Halbwertszeit

Abbildung 3.18 Der mittels DOE erhaltene investigation plot fiir die Aktivitit und Halb-
wertszeit der SH.

R? (goodness of fif), die sogenannte Anpassungsgiite, stellt das MaB fiir die Anpassbarkeit des
Regressionsmodells fiir die erhaltenen Daten dar. Dieser Wert wird in Kombination mit Q?

(goodness of prediction), der Giite der Vorhersagbarkeit, betrachtet, wobei eine Aussage iiber
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die Zuverldssigkeit des Modells hinsichtlich der Vorhersage weiterer Experimente getroffen
werden soll. Die model validity, die Modellgiiltigkeit, weist das gewdhlte Modell als geeignet
oder ungeeignet aus, wohingegen die reproducibility, die Reproduzierbarkeit, die Giite der ex-
perimentellen Daten zusammenfasst [Eriksson et al., 2000]. Im Fall der Wahl eines zuverlds-

sigen Modells, sollten diese Indikatoren den folgenden Referenzwerten entsprechen:

Tabelle 3.1 Referenzwerte fiir die vier Indikatoren des investigation plots.

Indikator Referenzwert [-]
R* - Q? <0,2-0,3
Q’ >0,5
model validity > 0,25
reproducibility >0,5

Der investigation plot fir die Aktivitit der SH zeigte, dass sich die experimentellen Ergebnis-
se mit einem Wert nahe 1 fiir die reproducibility als sehr reproduzierbar einstufen lieen.
Dariiber hinaus wiesen sowohl R? als auch Q* mit einer Abweichung von 0,18 die statistische
Auswertung als sehr zuverldssig aus. Auch die model validity lag mit einem Wert von 0,51
weit tiber den mindestens geforderten 0,25. Der investigation plot fiir die experimentellen
Daten fiir die Halbwertszeit der SH wies diese ebenfalls als sehr reproduzierbar aus, da
ebenso ein Wert nahe 1 fiir die Gesamtreproduzierbarkeit erreicht wurde. Bei einem Wert von
0,45 fiir die model validity zeigte das gewihlte Modell eine hohe Giiltigkeit. Hinsichtlich der
zugrunde liegenden statistischen Auswertungsmethode fiir das Untersuchungsobjekt wiesen
sowohl R? als auch Q” unabhiingig voneinander die Methode als aussagekriftig aus. Ihre

Differenz untereinander ist jedoch 20 % hoher als der geforderte maximale Abstand von 0,3.

Betrachtet man die Messergebnisse hinsichtlich moglicher Datenausreifler, so belegt der
deleted studentized residuals plot, dass sich die Daten fiir die Aktivitdt der SH innerhalb der
statistischen Bandbreite bewegen, wohingegen sich die Probe 3 bei den Daten fiir die Halb-

wertszeit der SH als Ausreiler erwies (Abbildung 3.19).
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Abbildung 3.19 Der mittels DOE erhaltene deleted studentized residuals plot fir die
Aktivitdt und Halbwertszeit der SH.

Die Untersuchung der gegenseitigen Wechselwirkung der EinflussgroBen (Temperatur und

pH-Wert) erfolgte mittels des interaction plots, der in Abbildung 3.20 gezeigt ist.
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Abbildung 3.20 Der mittels DOE erhaltene interaction plot fir die Aktivitit [in U mL™"] und
Halbwertszeit [in h] der SH in Abhéngigkeit vom pH-Wert [-] und der Temperatur [in °C].

Hiebei wurde deutlich, dass die beiden Parameter Temperatur und pH-Wert beziiglich ihres
Einflusses auf die Enzymaktivitit nur geringfiigig miteinander wechselwirken bzw. eine sehr

schwach ausgeprégte gegenseitige Beeinflussung bei hohen Temperaturen erfolgt. Das bedeu-
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tet, dass der pH-Wert wihrend der Reaktion bei hoheren Temperaturen einen stirkeren Ein-
fluss auf die Aktivitit der SH ausiibt, als es bei niedrigen Temperaturen der Fall ist. Fiir die
Stabilitdt der SH verdeutlichen die Ergebnisse, dass die untersuchten Parameter bei geringe-
ren Temperaturen stirker miteinander wechselwirken. Das heif3t, dass der pH-Wert in diesem
Temperaturbereich einen entscheidenden Einfluss auf die Halbwertszeit der SH besitzt. Zu
hohen Temperaturen hin nimmt dieser Einfluss ab, da in diesem Bereich die Temperatur

selbst die bedeutende Relevanz fiir die Stabilitiat der SH besitzt.

Um ein verbessertes Verstandnis des untersuchten Systems zu erhalten, kann man sich zwei-
bzw. dreidimensionalen Darstellungen der Messergebnisse bedienen, den sogenannte contour
bzw. surface plots. Diese beiden Darstellungsweisen nehmen eine optische Einordnung der
erhaltenen Messergebnisse mit einem Farbcode vor [Eriksson et al., 2000]. Die fiir die

Aktivitit und Stabilitdt erhaltenen contour plots sind in Abbildung 3.21 dargestellt.

Aktivitit Halbwentszeit

25 30 35 40 45 25 30 35 40 45
Temperatur Temperatur

Abbildung 3.21 Der mittels DOE erhaltene contour plot fiir die Aktivitit [in U mL™"'] (links)
und Halbwertszeit [in h] (rechts) der SH in Abhdngigkeit vom pH-Wert [-] und der Tempera-
tur [in °C].

Wie anhand der contour plots fiir die Aktivitdt und Stabilitdt der SH ersichtlich ist, zeigte die
SH auch im Rahmen der Untersuchungen mittels DOE eine maximale Aktivitét in einem Be-
reich um das in Kapitel 3.1.1 bestimmte Aktivitidtsoptimum von 35 °C und pH 8,0 herum. Ei-
ne maximale Stabilitdt der SH war dabei bei tiefen Temperaturen sowie niedrigen pH-Werten

innerhalb des untersuchten Messbereichs zu beobachten, was mit den in Kapitel 3.1.2 erhal-
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tenen Erkenntnissen iibereinstimmt. Der surface plot der Messergebnisse stellt diese Effekte
nochmals in dreidimensionaler Form grafisch dar (Abbildung 3.22). Zudem lassen sich an-
hand dieser Darstellung Aussagen iiber die Anpassung des Modells treffen [Eriksson et al.,
2000]. Diesbeziiglich wird deutlich, dass das Verhiltnis zwischen den Einflussfaktoren und
der Aktivitit der SH dem quadratischen Modell entspricht. Im Gegensatz dazu ist ersichtlich,
dass die Abhdngigkeit der Halbwertszeit der SH von den Einflussfaktoren mit dem quadra-

tischen Modell weniger {ibereinstimmt, da die Fliche eine nur schwache Kriimmung aufweist.

Aktivitat Halbwertszeit
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Abbildung 3.22 Der mittels DOE erhaltene surface plot fiir die Aktivitit [in U mL™] (links)
und Halbwertszeit [in h] der SH (rechts) in Abhéngigkeit vom pH-Wert [-] und der Tempera-

tur [in °C].

Da anhand des contour und surface plots nur eine grobe Abschitzung der optimalen Bedin-
gungen fiir eine maximale Enzymaktivitit bzw. -stabilitdt vorgenommen werden kann, wird
sich der sweet spot-Analyse bedient, mit Hilfe welcher eine genaue Bestimmung dieser
Bedingungen erfolgen kann, wie in Abbildung 3.23 dargestellt ist [Eriksson et al., 2000].
Daraus ergab sich im Rahmen der Faktoreneinstellung ein optimaler Arbeitsbereich fiir eine
maximale Enzymaktivitit bei einer Reaktionstemperatur von 35 °C und einem pH-Wert von
8,2. Eine maximale Enzymstabilitit wurde hingegen bei einer Temperatur von 25 °C und
einem pH von 7,0 erreicht. Somit befinden sich die mittels des DOE ermittelten Bedingungen

fiir eine maximale Aktivitit bzw. Stabilitit der SH in guter Ubereinstimmung mit den anhand
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der klassischen Methode erhaltenen Ergebnissen, da diese ebenfalls ein Aktivitdtsoptimum
bei 35 °C und pH 8,0 und ein Stabilitdtsoptimum bei pH 7,0 sowie bei niedrigen Temperatu-
ren ergaben (Kapitel 3.1.1 und 3.1.2).

Sweel Spat = akinital(351 - 360) _— Sweet Spot = Halbwenszen(i2 - 138) _—
9,0 9.0
8.8 8.8
8,6 8,6
84 8.4
52 = 5.2
T 8,0 T 8,0
7.8+ 7.8-
7.6 7,6
7.4 7.4
7.2 ?,g—i.
1 R e e s s e s S L s e 701177 T T T
26 28 30 32 34 36 38 40 42 44 26 28 30 32 34 36 38 40 42 44
Temperatur Temperatur

Abbildung 3.23 Die sweet spot-Analyse fiir die Aktivitéit (links) und Halbwertszeit (rechts)
der SH in Abhéingigkeit vom pH-Wert [-] und der Temperatur [in °C].

Zur Ermittlung einer Faktoreneinstellung, die zu einer hohen Enzymaktivitidt bei einer
gleichzeitig hohen Stabilitdt der SH fiihrt, wurde sich ebenfalls der sweet spot-Analyse be-
dient. Die dabei erhaltene Darstellung ist in Abbildung 3.24 zu sehen.

Sweet Spot
Sweet Spot = akihital(280 - 349,16) - Crierion met 1
Halbwertszeit(3 5 - 13.9) No criteria met

26 28 40 32 34 a6 3B 40 42 44
Temperatur
Abbildung 3.24 Die sweet spot Analyse fiir die Aktivitdt und Halbwertszeit der SH in Ab-
hingigkeit vom pH-Wert [-] und der Temperatur [in °C] bei einer geforderten maximalen

Enzymaktivitit und -stabilitit.
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Bei einer geforderten Enzymaktivitit zwischen 280 und 349,2 U mL™" und einer Halbwerts-
zeit zwischen 8,5 und 13,9 h ergab sich der in Abbildung 3.24 rot unterlegte Arbeitsbereich,
welcher sich bei einer Temperatur zwischen 27 und 30 °C und einem pH-Wert zwischen 7,4
und 7,9 befindet. Auch die ermittelten Temperatur- und pH-Bereiche fiir eine geforderte
maximale Aktivitdt und Stabilitit der SH befinden sich in Ubereinstimmung mit den in
Kapitel 3.1.1 und 3.1.2 erhaltenen Resultaten, die ebenfalls die Vermeidung von zu hohen
Temperaturen ergaben und nach denen pH-Werte unter 7,0 und iiber 8,0 vermieden werden
sollten. Fiir technische Anwendungen der SH sollten demnach Reaktionstemperaturen von
30 °C nicht liberschritten werden und pH-Werte in dem ermittelten Bereich zwischen 7,4 und

7,9 gewihlt werden.

3.1.4 Zusammenfassung

Zusammenfassend besitzt die SH eine ausgepriagte Sensitivitdt gegeniiber einer Vielzahl der
untersuchten, technisch relevanten Einflussgrofen. In diesem Zusammenhang wurde eine
rapide Deaktivierung der SH bei Temperaturen oberhalb ihres Optimums bei 35 °C sowie bei
pH-Werten iiber 8,0 beobachtet. Des Weiteren zeigte die SH eine ausgeprégte Inaktivierung
in Gegenwart von Natriumionen, wohingegen Phosphationen zu einer Verringerung der
Enzymstabilitit fithrten. Die Anwesenheit von Sulfatsalzen lieferte hingegen eine geringfiigi-
ge Erhohung der SH-Stabilitdt. Ein besonders drastischer Aktivitdts- und Stabilitétsverlust der
Hydrogenase wurde in Gegenwart der untersuchten organischen Losungsmittel DMF, DMSO
und Isopropanol, sowie beim Zusatz der untersuchten ionischen Fliissigkeiten bestimmt.
[MTEOA][MeSO4] bildete dabei eine Ausnahme, da die SH bei Zugabe dieser ionischen
Fliissigkeit bedingt stabilisiert werden konnte. Wurde die SH einer mechanischen Beanspru-

chung ausgesetzt, zeigte das Enzym dagegen abermals eine rapide Deaktivierung.

Aufgrund der erhaltenen Messresultate flir die Untersuchung der SH-Aktivitdt und -Stabilitat
unter den verschiedenen Reaktions- und Inkubationsbedingungen sollte dies in technischen
Anwendungen der SH entsprechend beriicksichtigt werden. In diesem Zusammenhang sollte
die Reaktionstemperatur nicht oberhalb von 30 °C und der pH zwischen 7,4 und 7,9 liegen, da
in diesem Bereich eine maximal mdgliche Enzymaktivitét bei einer gleichzeitig maximalen
Enzymstabilitdt mittels DOE bestimmt wurde. Zudem sollte bei der Verwendung von Salzen

auf die Zugabe von natrium- und phospathaltigen Salzen verzichtet werden und diese durch
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kalium- oder sulphatenthaltende Salze ersetzt werden. Da insbesondere die Zugabe von orga-
nischen Losungsmitteln sowie von einer Vielzahl der untersuchten ILs zu einer drastischen
Deaktivierung der SH fiihrte, viele technische Anwendungen die Gegenwart dieser Medien
jedoch erfordern, werden im weiteren Verlauf verschiedene Strategien zur Stabilisierung der

SH untersucht.

3.2 Stabilisierung der SH mittels der chemischen Modifizierung mit

Methoxypolyethylenglykol (mPEG)

Polyethylenglykol (PEG) und Derivate wie Methoxypolyethylenglykol (mPEG) zéhlen zu den
am hiufigsten eingesetzten Polymeren fiir die chemische Modifizierung von Enzymen, da sie
aufgrund ihres amphiphilen Charakters in der Lage sind, sowohl die Loslichkeit von Protei-
nen als auch deren Stabilitdt in wéssrigen und organischen Lésungen zu erhdhen [Ogino und
Ishikawa, 2001, DeSantis und Jones, 1999, Jene et al., 1997]. Die Enzymstabilisierung ist
dabei auf die Interaktion der PEG-Molekiile mit den Aminosdureresten an der Enzymober-
fliche zuriickzufiihren. Dadurch kommt es zu einer Verringerung der Flexibilitdt der Protein-
struktur und somit zu einer Stabilisierung der dreidimensionalen Struktur des Enzyms
[Rodriguez-Martinez et al., 2008]. Zudem handelt es sich bei der chemischen Modifizierung
der Proteinoberfliche um eine wenig zeitintensive Methode, bei der es keiner Kenntnis der

Enzymstruktur bedarf [O" Fagain, 2003].

Die chemische Modifizierung mit mPEG sollte der Stabilisierung der SH dienen, insbe-
sondere gegeniiber den in Kapitel 3.1 ermittelten EinflussgroBen, die zu einer ausgepréigten
Deaktivierung der SH fiihrten und eine groBe technische Relevanz besitzen. Dazu zihlten die
Gegenwart der untersuchten wassermischbaren organischen Losungsmittel und zwei der ioni-
schen Fliissigkeiten sowie die mechanische Beanspruchung des Enzyms in Form von Riihren
in rein wissrigen Medien. Die Wahl des Modifizierungsreagenzes mPEG ist dabei mit dem
stabilisierenden Einfluss von PEG zu begriinden, der bereits ohne eine Modifizierung der SH
eingeleitet werden konnte (Kapitel 3.1.2). Zudem wurde die chemische Modifizierung der SH
mit mPEG in der Literatur bislang noch nicht beschrieben. Die mPEGylierung der SH erfolgte
anhand der Verwendung von monofunktionalem mPEG, da somit eine unerwiinschte Quer-

vernetzung der SH vermieden werden konnte. Bei dem eingesetzten mPEG handelte es sich
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um mMPEGjg mit einer Molekularmasse von 2166 g mol! und mPEGsggp mit einer

Molekularmasse von 5166 g mol™.

3.2.1 Modifizierung der SH mit verschiedenen aktivierten Methoxypolyethylen-
glykolen (MPEGsS)

Um eine kovalente Bindung des mPEGs mit den Aminogruppen des Proteins hervorzurufen,
ist eine Aktivierung des mPEGs notwendig. Die Aktivierung beruht dabei auf der Bildung
einer reaktiven Carbonatbindung durch die Reaktion von p-Nitrophenylchloroformat mit der

Hydroxygruppe des mPEGs (Abbildung 3.25).

O,N 0 A of
- O
p-Nitophenylchloroformat /@/
O5N

+

HOV\ }Me p-Nitrophenyl-mPEG-carbonat
ol [aktiviertes mPEG, n = 2000, 5000]
mPEG
n = 2000, 5000

Abbildung 3.25 Aktivierung von mPEG mit p-Nitrophenylchloroformat.

Fiir die Aktivierungsgrade des eingesetzten mPEG,p9 bzw. mPEGsgo wurden 70 bzw. 55 %
bestimmt. Das bedeutet, dass eine vollstindige Aktivierung der mPEG-Molekiile nicht
erreicht werden konnte. Der erreichte Aktivierungsgrad sollte jedoch fiir die Modifizierung

der SH ausreichen.

Der aktivierte p-Nitrophenyl-mPEG-carbonat-Komplex bildet mit Nukleophilen wie den un-
protonierten e-Aminofunktionen des Lysins stabile Carbamat-Komplexe unter Abspaltung
von p-Nitrophenol, wie in Abbildung 3.26 dargestellt ist. Als Nebenreaktion findet ebenso die
Hydrolyse der Carbonatbindung statt. Hierbei wird neben dem p-Nitrophenol das eingesetzte

Polymer frei.
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Abbildung 3.26 Modifizierung primarer Aminogruppen mit aktiviertem mPEG.

Der Modifizierungsgrad sowie die verbleibende katalytische Aktivitit des modifizierten En-
zyms hingen stark vom Verhiltnis zwischen dem Modifizierungsreagenz und dem Enzym ab.
Da es stetig zur Hydrolyse der Carbonatbindung des aktivierten mPEGs kommt, sollte das
Modifizierungsreagenz immer im Uberschuss eingesetzt werden [Means und Feeney, 1990].
Aus diesem Grund wurde die Modifizierung der SH bei zwei verschiedenen Enzym-mPEG-
Verhéltnissen, 1:500 und 1:1000, getestet. Die Konzentration der SH betrug stets 1,0
mg mL™. Zur Vermeidung einer unmittelbaren Inaktivierung der SH wihrend der Modifizie-
rung erfolgte diese bei einem pH-Wert von 8,0 in 0,05 M Tris/HCI-Puffer und einer Modifi-
zierungstemperatur von 4 °C. Die Modifizierung wurde iiber eine Zeitdauer von einer Stunde
unter mafigem Riihren durchgefiihrt. Da die Bindung der mPEG-Molekiile an das Enzym zur
Erhohung des Molekulargewichts des Proteins fiihrt, lie} sich der Erfolg der Modifizierung
mittels SDS-PAGE analysieren (Abbildung 3.27). Das dabei erhaltene SDS-Gel zeigte, dass
sowohl mPEGygp als auch mPEGsg an verfiigbare Lysinreste an der Oberfliche der SH
gebunden werden konnte. Die Anzahl der kovalent gebundenen mPEG-Molekiile war dabei
nicht bestimmbar. Wie anhand des SDS-Gels jedoch zu sehen ist, scheinen die nieder-
molekulareren Untereinheiten der SH, HoxU (26 kDa), HoxY (23 kDa) und HoxI (18,6 kDa),
groBtenteils unmodifiziert vorzuliegen, wéihrend an die hohermolekularen Untereinheiten,

HoxF (67 kDa) und HoxH (55 kDa), mPEG-Molekiile kovalent gebunden wurden. Dies
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deutet darauf hin, dass die zahlreichen Lysinreste der drei niedermolekularen Untereinheiten
der SH einer kovalenten Bindung des Modifizierungsregenzes nicht zur Verfligung stehen, da
sie moglicherweise in einer tieferen Proteinregion verdeckt liegen. Zudem ldsst sich anhand
der Banden im SDS-Gel erkennen, dass mittels mPEGsggo ein stirkerer Modifizierungsgrad

erreicht werden konnte.

M 00 01 02 03 04 M [KDa]

-170
-130

Abbildung 3.27 SDS-Gel der SH nach der Modifizierung mit mPEG0o und mPEGsgg bei ei-
nem Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500 und 1:1000. [00-native, unmodifizierte SH, 01-
modifizierte SH (mPEGy9, 1:500), 02-modifizierte SH (mPEGygg0, 1:1000), 03-modifizierte
SH (mPEGsg0, 1:500), 04-modifizierte SH (mPEGsgg0, 1:1000); 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH
8,0), 4 °C]

Die Untersuchung der Enzymaktivitit mittels des Standardaktivititstests zeigte, dass nach der
Modifizierung mit mPEGjggo bei einem Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500 und 1:1000 noch
86,7 (£ 4,6) bzw. 84,0 ( 4,0) % der urspriinglichen Aktivitit der SH erhalten blieben (Abbil-
dung 3.28). Im Vergleich dazu zeigte die SH nach der Modifizierung mit mPEGsgg bei einem
Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500 und 1:1000 noch 91,0 (= 13,4) bzw. 87,1 (+ 2,5) % ihrer
Ausgangsaktivitidt. Somit scheint die Verwendung von mPEGsy mit einem geringeren
Aktivitdtsverlust wihrend der Modifizierung einherzugehen. Aufgrund dieses Ergebnisses
und des scheinbar hoheren Modifizierungsgrades bei dem Einsatz von mPEGs erfolgten die
Untersuchungen der Enzymaktivitit und -stabilitidt der modifizierten SH unter Verwendung

von mPEGsg bei einem Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500.
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Abbildung 3.28 Aktivitit der SH nach der Modifizierung mit mPEGygo und mPEGsgg bei ei-
nem Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500 und 1:1000. [00- native, unmodifizierte SH, 01-
modifizierte SH (mPEGygg0, 1:500), 02- modifizierte SH (mPEGz0o, 1:1000), 03- modifizierte
SH (mPEGsg0, 1:500), 04- modifizierte SH (mPEGsggo, 1:1000)]

Neben der Bestimmung der Aktivitdt der modifizierten SH in rein wissrigen Medien (Kapitel
3.2.1) wurde die Enzymaktivitdt nach der Modifizierung mit mPEG in Losungsmittel-Wasser-
Gemischen sowie in IL-Wasser-Gemischen untersucht. Bei den eingesetzten wassermisch-
baren Losunsgmitteln handelte es sich um DMF, DMSO und Isopropanol, bei den IL-Wasser-
Gemischen um [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4], da diese beiden ILs die native SH
am wenigsten deaktivierten, wie in Kapitel 3.1.1 gezeigt wurde. Die Aktivititsmessungen er-
folgten stets bei optimalen Reaktionsbedingungen von 35 °C und pH 8,0 unter Verwendung
eines 0,05 M Tris/HCI-Puffer. Die Losungsmittelkonzentrationen und die Konzentrationen
der ILs betrugen dabei 10 bzw. 2,5 und 5 % (v/v). Somit konnten die Ergebnisse fiir die modi-
fizierte SH direkt mit den Resultaten des nativen, unmodifizierten Enzym aus Kapitel 3.1.1

verglichen und hinsichtlich einer Aktivititserhohung oder -abnahme bewertet werden.

Aktivitat in Losungsmittel-Wasser-Gemischen

Die Ergebnisse fiir die Aktivitdt der modifizierten SH sowie die in Kapitel 3.1.1 ermittelten
Aktivititen fiir die native, unmodifizierte SH in 10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol
sind in Abbildung 3.29 dargestellt.
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Abbildung 3.29 Aktivitdt der modifizierten SH in 10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol
und Vergleich mit der nativen SH. [Losungsmittelkonzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/
HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD", 1 uM FMN]

Wie zu sehen ist, zeigte die modifizierte SH deutlich hohere relative Aktivitidten in den
untersuchten Losungsmitteln als das native, unmodifizierte Enzym. Demnach betrug die
Aktivitit der modifizierten SH in 10 % (v/v) DMF noch 22,9 (+ 3,3) %. Verglichen mit der
nativen SH, die unter den gleichen Bedingungen nur noch 6,7 (+ 1,4) % ihrer Aktivitit ohne
den Zusatz von Losungsmitteln zeigte, konnte somit eine 3,4-fache Aktivitdtserhohung erzielt
werden. In 10 % (v/v) DMSO fiihrte die mPEGylierung der SH immerhin noch zu einer 1,4-
fachen Aktivitdtserhohung, da die gemessene Aktivitit des modifizierten Enzyms 72,1 (£
2,8) % betrug. In Isopropanol lieB sich die relative Aktivitit der SH durch die Modifizierung
mit mPEG von 22,5 (+ 4,4) % auf 44,4 (£ 6,6) % erhohen, was einer Verdopplung der
Aktivitdt entspricht. Folglich scheint die kovalente Bindung des Modifizierungsreagenzes
mPEG an die Proteinoberfliche der SH diese vor einer Denaturierung durch die Gegenwart
von organischen Losungsmitteln zu schiitzen. In Ubereinstimmung mit diesen Resultaten
wurden vergleichbare Effekte in friiheren Untersuchungen mit anderen Enzymen beobachtet.
Hierbei liel sich die Losungsmittelaktivitit ebenfalls durch die Modifizierung mit PEG-
Derivaten erhdhen [Wu et al., 2001, Basri ef al., 1995]. In diesem Zusammenhang wurde die

Erh6hung der Enzymaktivitit darauf zuriickgefiihrt, dass infolge der Proteinmodifizierung die
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Entfernung von katalytisch essentiellem Wasser in der Enzymumgebung durch die anwesen-

den organischen Losungsmittel verhindert wird [Basri ef al., 1995].

Aktivitat in 1L-Wasser-Gemischen

Die Ergebnisse fiir die Aktivititen der modifizierten und nativen, unmodifizierten SH zeigen,
dass auch in 2,5 und 5 % (v/v) von [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4] eine Erhéhung
der Enzymaktivitit durch die Modifizierung mit mPEG erreicht werden konnte (Abbildung
3.30).
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Abbildung 3.30 Aktivitdt der modifizierten SH in 2,5 und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und
[MTEOA][MeSO4] und Vergleich mit der nativen SH. [IL-Konzentrationen wie angegeben,
0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, | mM NAD", 1 uM FMN]

Nach der Modifizierung mit mPEG betrug die Aktivitdt der SH 139,8 ( 14,9) % und 107.5 (=
9,4) % in 2,5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] bzw. [MTEOA][MeSOQy4]. Verglichen mit den Aktivita-
ten des nativen, unmodifizierten Enzyms konnte somit eine Aktivititserhohung um 46 bzw.
34 % in 2,5 % (v/v) der untersuchten ILs erzielt werden. In 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] bzw.
[MTEOA][MeSO4] wurde dagegen eine deutlich geringere Aktivitdtssteigerung durch die
mPEGylierung des Enzyms erhalten. So besal die modifizierte SH eine innerhalb der
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Standardabweichung des unmodifizierten Enzyms liegende Aktivitit in Gegenwart von 5 %
(v/v) [EMIM][EtSOg4]. In 5 % (v/v) [MTEOA][MeSO4] wurde hingegen eine deutlichere Er-
héhung der Enzymaktivitdt um 20 % ermittelt.

Die durch die chemische Modifizierung hervorgerufene Aktivititserhohung der SH ldsst sich
mit Literaturdaten belegen. Dabei fiihrte die chemische Modifizierung eines Enzyms mit PEG
ebenfalls zu einer Steigerung der Enzymaktivitit in verschiedenen ILs [Nakashima et al.,

2006].

3.2.2 Stabilitat der modifizierten SH

Analog zu den Messungen der Aktivitdt der chemisch modifizierten SH wurde die Stabilitét
des mPEGylierten Enzyms in rein wissrigen Medien unter mechanischer Beanspruchung des
Enzyms sowie ohne und in Losungsmittel- und IL-Wasser-Gemischen untersucht. Hierbei
betrug die Konzentration der wassermischbaren organischen Lésungsmittel DMF, DMSO und
Isopropanol immer 10 % (v/v). Die ILs [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4] wurden da-
gegen in Konzentrationen von 2,5 und 5 % (v/v) eingesetzt. Auch diese Messungen erfolgten
stets bei einer Inkubationstemperatur von 35 °C und einem pH von 8,0 unter Verwendung
eines 0,05 M Tris/HCI-Puffer. Somit lieBen sich die Ergebnisse fiir die modifizierte SH eben-
falls direkt mit den Resultaten fiir das native, unmodifizierte Enzym aus Kapitel 3.1.2 verglei-
chen und hinsichtlich einer Enzymstabilisierung durch die chemische Modifizierung mit

mPEG bewerten.

Stabilitat in rein wassrigen Medien

Im Zuge der chemischen Modifizierung mit mPEG konnte die Halbwertszeit der nativen SH
(5,3 (£ 0,7) h) nur geringfiigig um 11 % auf 5,9 (= 0,1) h erhoht werden (Abbildung 3.31).
Wurde der Inkubationsansatz zusédtzlich bei 400 Upm mittels eines Magnetriihrers geriihrt und
somit das Enzym in Form von Scherkréften zusitzlich beansprucht, betrug die Halbwertszeit
der mPEGylierten SH 3,2 (+ 0,3) h. Im Gegensatz dazu besa3 die native SH unter vergleich-
baren Inkubationsbedingungen eine Halbwertszeit von nur 1,9 (+ 0,1) h. Somit fiihrte die che-
mische Modifizierung der SH zu einer deutlichen Erhéhung ihrer mechanischen Stabilitit.

Hierbei betrug die Steigerung der Enzymstabilitdt 68 %.
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Abbildung 3.31 Stabilitit der modifizierten SH in rein wissrigen Medien unter mechanischer
Beanspruchung und ohne und Vergleich mit der nativen SH. [00- ohne Riihren, 01- Magnet-
riihrer (400 Upm); 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Stabilitat in Losungsmittel-Wasser-Gemischen

Die Ergebnisse fiir die Stabilitidt der chemisch modifizierten SH und der Vergleich mit dem
nativen, unmodifizierten Enzym zeigen, dass in allen untersuchten Losungsmitteln eine Erho-
hung der Halbwertszeit im Zuge der mPEGylierung erzielt werden konnte (Abbildung 3.32).
In 10 % DMF (v/v) nahm die Halbwertszeit von 0,1 (= 0,0) h auf 0,3 (= 0,0) h zu, was einer
3-fachen Enzymstabilisierung entspricht. In 10 % DMSO betrug die Halbwertszeit der
mPEGylierten SH 2,0 (+ 0,4) h, was verglichen mit der Halbwertszeit fiir das native Enzym
(1,0 (= 0,0) h) einer Verdopplung der Enzymstabilitit entspricht. In 10 % (v/v) Isopropanol
zeigte sich der deutlichste stabilisierende Effekt, der von der chemischen Modifizierung mit
mPEG ausgeht. Hierbei lie sich die Halbwertszeit des nativen Enzyms von 0,1 (£ 0,0) h auf
0,5 (= 0,2) h erhdhen, was einer 5-fachen Stabilisierung entspricht. Folglich fiihrt die
chemische Modifizierung mit mPEG neben einer Steigerung der Enzymaktivitit zudem zu
einer Stabilisierung der SH in den betrachteten Losungsmittel-Wasser-Gemischen. Auch fiir
andere modifizierte Enzyme wurden bislang vergleichbare Effekte in verschiedenen organi-

schen Losemitteln beschrieben [Basri et al., 1995].
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Abbildung 3.32 Stabilitdt der modifizierten SH in 10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol
und Vergleich mit der nativen SH. [Losungsmittelkonzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/
HCI-Pufter (pH 8,0), 35 °C]

Stabilitat in 1L-Wasser-Gemischen

Die chemische Modifizierung der SH mit mPEG zeigte keinen Einfluss auf die Stabilitit der
SH in 2,5 und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4], da die modifizierte SH ver-
gleichbare Halbwertszeiten wie das native, unmodifizierte Enzym besall (Abbildung 3.33).
Somit gingen keine stabilisierenden Effekte von der Enzymmodifizierung mit mPEG in den
untersuchten IL-Wasser-Gemischen aus. Diese Beobachtung deutet darauf hin, dass der
enzymdeaktivierende bzw. aktivierende Einfluss dieser Losemittel einem anderen Mechanis-
mus als dem der untersuchten polaren organischen Losungsmittel folgt. Vielmehr scheinen
die erhaltenen Ergebnisse im Zusammenhang mit den in Kapitel 3.1.1 und 3.1.2 beobachteten
Auswirkungen von gelodsten Salzen auf die Aktivitdt und Stabilitdt der SH zu stehen. Dabei
zeigten Salze, die beispielsweise Sulfationen enthielten, enzymstabilisierende, phosphat-
haltige Salze hingegen destabilisierende Effekte. Genauere Aussagen sind aufgrund der

fehlenden Strukturinformation zur SH jedoch nicht zu treffen.
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Abbildung 3.33 Stabilitit der modifizierten SH in 2,5 und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und
[MTEOA][MeSO4] und Vergleich mit der nativen SH. [IL-Konzentrationen wie angegeben,
0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Fiir gewohnlich wird der stabilisierende Effekt von mPEG durch den Grad der Hydratisierung
der Proteinoberfliche, basierend auf den hydrophilen Eigenschaften des PEGs, bestimmit.
Dabei kommt es zu einer Reduzierung der Enzymflexibilitit aufgrund der gleichzeitigen
Wechselwirkung von hydrophoben Bereichen des PEGs mit hydrophoben Teilen an der Ober-
fliche des Proteins [Van den Wittenboer et al., 2010, Quintanilla-Guerrero et al., 2008,
Rodriguez-Martinez et al., 2008, Svergun et al., 2008, Lopez-Cruz et al., 2006, Garcia-
Arellano et al., 2002]. Infolge dessen kommt es zur Ausbildung eines rigiden Kéfigs um das
Enzym herum. Dieser reduziert Anfilligkeiten des Enzyms gegentiber Einfliissen, die zu einer
Entfaltung der dreidimensionalen Proteinstruktur fithren. Die Grofe und Kraft dieses Kéfigs
héngt dabei von der Anzahl von kovalent gebundenen PEG-Molekiilen pro Enzymmolekiil ab.
Demnach kann der Schutz vor denaturierenden Einfliissen durch die Enzymmodifizierung mit
PEG so lang aufrecht erhalten werden, wie ein intakter Kidfig um das Protein herum existiert.
Die Ergebnisse fiir die modifizierte SH deuten somit daraufhin, dass bis zu einer bestimmten

Konzentration an polaren Molekiilen, wie den untersuchten organischen Ldsungsmitteln,
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mPEG eine hinreichende Schutzfunktion besitzt. In Gegenwart von Molekiilen, die eine
starke Wechselwirkung mit Wasser eingehen, kann die Hydratisierung durch mPEG dagegen
nicht mehr aufrechterhalten werden, auch bei niedrigen Konzentrationen dieser Substanzen.
Vermutlich ist ein dem entsprechendes Verhalten bei der modifizierten SH in Gegenwart der

untersuchten ILs zu beobachten.

3.2.3 Zusammenfassung

Es konnte gezeigt werden, dass die chemische Modifizierung der Oberfliche der SH mit
mPEG eine geeignete Methode zur Stabilisierung der SH ist, insbesondere gegentiiber inakti-
vierenden Interaktionen mit Losungsmitteln. Die Modifizierung der SH mit mPEGsg flihrte
bei einem Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500 zu hohen Restaktivititen von 91 %. Zudem
konnte die zuvor beobachtete ausgeprigte Sensitivitit des Enzyms gegeniiber polaren
organischen Losungsmitteln deutlich verringert werden. Dabei konnte die Losungsmittel-
aktivitit der SH um ein bis zu 3,4-faches und die Losunsgmittelstabilitit um ein bis zu 5-
faches erhoht werden. Dariiber hinaus konnte eine prignante Aktivitédtssteigerung um bis zu
46 % in IL-Wasser-Gemischen erzielt werden. Hinsichtlich der Halbwertszeit der SH in den
untersuchten IL-Wasser-Gemischen war dagegen keine Verdnderung zu beobachten, was auf
einen alternativen Mechanismus der Deaktivierung der SH durch die Zugabe von ILs
verglichen mit dem in Losungsmittel-Wasser-Gemischen hindeutet. In rein wéssrigen Medien

war ebenfalls nur die Erh6hung der Enzymstabilitit unter Riithren zu beobachten.

3.3 Stabilisierung der SH durch adsorptive Immobilisierung

Die adsorptive Bindung von Proteinen an feste Tréger zdhlt zu den &ltesten Methoden inner-
halb der Enzymimmobilisierung, da sich auf diesem Weg die Proteinstabilitdt in wissrigen
sowie in organischen Losungen erhdhen ldsst [Mateo et al., 2007, Mateo et al., 2000, Pan-Soo
et al., 2000]. Die Enzymstabilisierung ist dabei im Wesentlichen auf die signifikante Verén-
derung der Mikroumgebung des Enzyms durch seine adsorptive Bindung an einen Triger
zuriickzufiihren. Das stark solvatisierte, von Wasser umgebene Enzym wird dabei desolvati-
siert. Dadurch konnen natiirliche Krifte, die die solvatisierte Struktur aufrecht erhalten,
gestort werden, weshalb eine Anpassung der Enzymkonformation erfolgt, die hdufig mit einer

Verdnderung der Enzymaktivitit, -stabilitét und -selektivitét einhergeht [Cao, 2005]. Zusitz-
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lich erhdlt man bei der adsorptiven Immobilisierung von Enzymen die Moglichkeit, den
Biokatalysator durch einfache Filtration wiederholt einsetzen zu konnen. Dariiber hinaus ist
hiufig eine hohe Retention der Enzymaktivitit zu beobachten, da das Protein selbst wihrend
der adsorptiven Immobilisierung nicht modifiziert wird, wie es bei der kovalenten Immobili-

sierung der Fall ist [Albayrak und Yang, 2002, Sharma und Yamazaki, 1984].

Die Adsorption der SH an einen geeigneten Tréger sollte in erster Linie der Enzymstabilisie-
rung dienen, da diesbeziiglich bislang keine Literaturdaten fiir die SH existieren. Wie schon in
Kapitel 3.2, galt es auch bei diesen Untersuchungen, die Stabilitit der SH insbesondere
gegeniiber den in Kapitel 3.1.2 beobachteten inaktivierenden Einflussparametern zu erhdhen.
Dies umfasste abermals die Stabilsierung gegeniiber den Losungsmitteln DMF, DMSO und
Isopropanol und den ILs [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSOg4]. Zudem sollte im Zuge der
Immobilisierung die mechanische Stabilitdt der SH in rein wéssrigen Medien erhoht werden.
Hierzu wurden die Aktivitit und die Halbwertszeit der erhaltenen Immobilisate unter den ent-
sprechenden Bedingungen analysiert und durch einen direkten Vergleich mit dem nativen
Enzym hinsichtlich einer Stabilisierung bewertet. Des Weiteren wurde die Rezyklierbarkeit
der hergestellten Immobilisate sowie die mdgliche Enzymdesorption von den Partikeln, die
bei der adsorptiven Immobilisierung haufig zu beobachten ist, untersucht [Mateo et al., 2007,
Cao, 2005]. Die Bestimmung der Aktivitdt und Stabilitét erfolgte zum einen fiir die Immobili-
sate der nativen SH und zum anderen fiir die Immobilisate der zuvor chemisch modifizierten
SH. Dies sollte der Erfassung moglicher additiver Effekte der beiden Stabilisierungsmethoden

dienen.

3.3.1 Optimierung des Immobilisierungsverfahrens

Zu Beginn der Untersuchungen erfolgte eine Optimierung des Immobilisierungsverfahrens
unter Verwendung der nativen, unmodifizierten SH. Da das Tridgermaterial, der pH-Wert
wihrend der Immobilisierung, die Inkubationszeit sowie das Enzym-Tréger-Verhéltnis einen
malgeblichen Einfluss auf die Aktivitidt der Immobilisate und die Proteinbeladung der Trager
besitzen, erfolgte die Optimierung in Abhingigkeit von diesen Parametern [Mateo et al.,
2007, Cao, 2005]. Dazu wurde fiir jede dieser Einflussgrofen die verbleibende Enzym-
aktivitidt und die Menge des trdgergebundenen Proteins bestimmt. Die Immobilisierung der

SH erfolgte dabei zu Beginn bei pH 8,0, dem pH-Optimum der nativen SH, und einem
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Enzym-Triger-Verhéltnis von 1:2000. Die Temperatur betrug stets 4 °C, um eine maximale
Adsorption der SH zu erhalten, die bei niedrigen Temperaturen begiinstigt ist. Bei dem

verwendeten Puffer handelte es sich um 0,05 M Tris/HCI-Puffer.

Zunichst wurde eine Auswahl verschiedener Immobilisierungsmatrizes getroffen, bei denen
es sich unter anderem um makropordose Harze unterschiedlicher Ladung handelte (Tabelle

3.2).

Tabelle 3.2 Auswahl verschiedener Tréger fiir die adsorptive Immobilisierung der SH.

Hersteller Name Matrix Partikelgrofie
Amberlite™ XAD761 Divinylbenzol 0,56 — 0,76 mm
Amberlite™ XAD7HP  Acryl 0,56 — 0,71 mm
Rohm und Haas
Amberlite™ FPA54 Formophenol -

Amberlite™ FPC3500  Methacryl/Divinylbenzol 0,45 — 0,65 mm

IB-Al61 Polystyren 0,35-0,7 mm
Chiralvision

IB-C435 Polyacryl 0,35 -0,7 mm
Resindion SR.L  Sepabeads® EC-EP Polymethacryl -

Die Ergebnisse fiir die gemessene Enzymaktivitit und Proteinbeladung nach der Enzym-
immobilisierung auf den verschiedenen Trigern sind in Abbildung 3.34 dargestellt. Hiebei
zeigte sich, dass die adsorptive Bindung der SH an jeden dieser Tridger zu einem deutlichen
Aktivitatsverlust fithrte. Die Aktivitdtsabnahme ist hierbei auf die eintretende Konformations-
dnderung des Enzyms durch seine ionische Interaktion mit dem Trigermaterial zuriick-
zufiihren [Cao, 2005]. In der Folge kommt es zudem héufig zu einer Diffusionslimitierung der
beteiligten Reaktanden aufgrund der schlechteren Zugénglichkeit des aktiven Zentrums des
trigergebundenen Proteins. Wie ausgeprigt die Aktivititsabnahme des Enzyms nach der
Immobilisierung ist, hingt folglich stark von dem eingesetzten Tragermaterial ab, woraus die
ermittelten Aktivititsunterschiede fiir die verschiedenen Trdger resultieren. Die erreichte
maximale Restaktivitdit der SH betrug 48,9 (£ 0,4) % nach der Immobilisierung auf dem
anionischen Harz Amberlite™ FPA54. Die adsorptive Bindung der SH an den kationischen
Triger Amberlite™ FPC3500 fiihrte hingegen zu einem vollstindigen Aktivititsverlust, da

nur 0,8 (+ 0,4) % der urspriinglichen Aktivitit der SH bestimmt werden konnten. Die Protein-



Ergebnisse und Diskussion 88

beladung betrug bei beiden Trigern 93,4 (+ 0,8) % bzw. sogar 100 (= 0,0) %, was bedeutet,
dass im Fall von Amberlite™ FPC3500 alle Proteinmolekiile adsorptiv gebunden werden
konnten, die dadurch herbeigefiihrte Anderung der Enzymkonformation jedoch zu einer
vollstindigen Inaktivierung der SH fiihrte, moglicherweise durch die kationische
Funktionalitit des Trigermaterials. Bei der Immobilisierung der SH auf Amberlite™ FPA54
konnte hingegen eine hoher Anteil der SH gebunden werden und dabei die Haélfte ihrer
urspriinglichen Aktivitdt erhalten bleiben, weshalb dieser Triger fiir die weiteren Unter-

suchungen ausgewéhlt wurde.
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Abbildung 3.34 Enzymaktivitit und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
verschiedenen Triagern. [00- Amberlite™ XAD761, 01- Amberlite™ XAD7HP, 02-
Amberlite™ FPA54, 03- Amberlite™ FPC3500, 04- Chiralvision IB-A161, 05- Chiralvision
IB-C435, 06- Resindion S.R.L. Sepabeads® EC-EP; 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 4 °C,
Enzym-Trager-Verhiltnis: 1:2000]

Die adsorptive Enzymimmobilisierung erfolgt unter anderem iiber ionische Interaktionen
zwischen dem Protein und dem Trigermaterial. Diese werden wiederum durch die
Protonierung der Aminosédureseitenketten des Enzyms sowie durch die Protonierung der
Funktionalitdten am Triager bestimmt [Whitesides et al., 2006, Cao, 2005]. Folglich {ibt der
pH-Wert wihrend der Immobilisierung einen starken Einfluss auf die Quantitdt der Protein-
Trager-Bindung sowie auf die verbleibende Restaktivitit des gebundenen Enzyms aus,

weshalb eine Optimierung des Immobilisierungsverfahrens in Abhingigkeit vom pH-Wert
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erfolgte. Dazu wurde die Aktivitdt und Proteinbeladung der Immobilisate nach der Immobili-
sierung zusitzlich bei einem pH-Wert von 7,0 bestimmt. Auf die Optimierung in einem
weiteren pH-Bereich wurde dabei verzichtet, da in diesem Fall eine Inaktivierung der SH
wihrend der Immobilisierung zu erwarten war. Es zeigte sich, dass der pH-Wert wihrend der
Immobilisierung in dem betrachteten Bereich keinen signifikanten Einfluss auf die Aktivitét
der Immobilisate sowie auf deren Proteinbeladung besitzt (Abbildung 3.35). So nahm sowohl
die Enzymaktivitét als auch die Menge des gebundenen Proteins bei einer Verringerung des
pH-Wertes von 8,0 auf 7,0 nur geringfiigig ab, da die ermittelte SH-Aktivitdt noch immer
44,4 (+ 0,3) % und die Proteinbeladung 77,8 (£ 7,3) % betrug. Somit erfolgte die weitere SH-

Immobilisierung bei einem pH-Wert von §,0.
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Abbildung 3.35 Enzymaktivitit und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei pH 7,0 und 8,0. [pH-Werte wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer,
4 °C, Enzym-Tréager-Verhéltnis: 1:2000]

Die Variation des Enzym-Tréiger-Verhiltnisses zeigte einen nur geringen Einfluss auf die
Proteinbeladung der Triger (Abbildung 3.36). So wurden nach der Erhéhung der Enzym-
menge von 0,1 mg auf 0,2 mg noch immer 77,8 (= 7,3) % des eingesetzten Proteins am Trager
adsorbiert und bei einer Verringerung auf 0,05 mg SH ebenfalls noch 72,4 (= 0,8) % des
Enzyms am Trager gebunden. Demnach erfolgte eine Erhohung der trigergebundenen
Enzymmenge, wenn die zur Immobilisierung eingesetzte Enzymmenge erhéht wurde. Im

Gegensatz dazu zeigte die Verdnderung des Enzym-Triger-Verhiltnisses einen deutlichen
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Einfluss auf die relative Enzymaktivitit nach der Immobilisierung. Demnach konnten bei
einem Enzym-Tréager-Verhiltnis von 1:500 nur noch 15,5 (£ 0,0) % der Ausgangsaktivitit
bestimmt werden. Bei einer Verdopplung der Enzymmenge, die zu einem Enzym-Triager-Ver-
héltnis von 1:1000 fiihrte, verdoppelte sich gleichzeitig die Restaktivitdt der Immobilisate,
was mit der absolut hoheren Enzymbeladung korreliert. Nur die Erh6hung des Enzym-Tréger-
Verhiltnisses von 1:2000 auf 1:4000 erzielte eine lediglich geringfiigige Erhohung der Rest-
aktivitit um 10 %, die zudem innerhalb der Standardabweichung lag und somit fiir eine
Séttigung der Trigeroberfliche mit Enzym bei einem Enzym-Triager-Verhéltnis von 1:2000
spricht. Zudem deuten die erhaltenen Resultate darauf hin, dass es bei hohen Proteinanteilen
zu einer Ausbildung von Polyenzymschichten kommt [Pareira et al., 2001, Al-Duri und Yong,
2000]. Dabei werden die innergebundenen Enzymmolekiile fiir einen Substratzugang

blockiert, was in der Folge zu einer Abnahme der Gesamtaktivitét fiihrt.

I Enzymaktivitat
[ 1Proteinbeladung

100 : — — : 100
80 | 80
S 7] S
G J-Y0 [ R (] N — {60 €
> 3
: :
: so0f B | M| ] 140 3
B 2
9 201 I 120 2
i 0

1:4000 1:2000 1:1000 1:500
Enzym-Trager-Verhaltnis

Abbildung 3.36 Enzymaktivitdt und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei verschiedenen Enzym-Triger-Verhiltnissen. [Enzym-Triger-
Verhiltnisse wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 4 °C]

Aufgrund der ermittelten hohen Proteinbeladung und der gleichzeitig hohen Aktivitdt der SH-
Immobilisate bei einem Enzym-Triger-Verhéltnis von 1:2000 wurde die Immobilsierung
weiterhin bei diesem Verhéltnis durchgefiihrt. Hierbei betrug die Proteinbeladungsdichte
0,47-107 mg SH pro mg Trager.
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Die Erhohung der Inkubationszeit widhrend der Immobilisierung auf zwei Stunden iibte
keinen Einfluss auf die Aktivitit und Proteinbeladung der Triger aus, weshalb eine
Immobilisierungsdauer von einer Stunde beibehalten wurde. Die Untersuchung der Aktivitét
und Stabilitit der SH-Immobilisate erfolgte somit weiterhin bei 4 °C, pH 8,0, einem Enzym-

Trager-Verhéltnis von 1:2000 und {iber eine Inkubationszeit von einer Stunde.

3.3.2 Aktivitat der Immobilisate

Analog zu der Aktivitdtsuntersuchung der mPEGylierten SH (Kapitel 3.2.2) erfolgte die Be-
stimmung der relativen Aktivitit der SH-Immobilisate in Losungsmittel-Wasser-Gemischen
und IL-Wasser-Gemischen. Wie schon bei der nativen und modifizierten SH erfolgte die
Aktivitatsbestimmung der SH-Immobilisate ebenfalls stets bei 35 °C und pH 8,0 unter
Verwendung eines 0,05 M Tris/HCI-Puffer. Hiebei wurden sowohl die Aktivitit der immobi-
lisierten nativen SH als auch die des immobilisierten und zuvor modifizierten Enzyms

ermittelt und hinsichtlich einer Aktivitidtserh6hung bewertet.

Aktivitat in Lésungsmittel-Wasser-Gemischen

Die adsorptive Immobilisierung auf Amberlite™ FPA54 fiihrte zu einer signifikanten
Erhohung der Aktivitdit der SH in Gegenwart von polaren organischen Ldsungsmitteln
(Abbildung 3.37). So konnte eine Erh6hung der relativen Enzymaktivitit um ein bis zu 13-
faches beobachtet werden. Hierbei betrug die relative Aktivitdt der nativen SH nach ihrer
Immobilisierung noch 98,7 (£ 0,4) %, 84,9 (£ 4,5) % und 74,8 (+ 5,4) % in 10 % (v/v) DMF,
DMSO bzw. Isopropanol. Die native, unimmobilisierte SH zeigte dem gegeniiber eine deut-
lich geringere relative Aktivitét unter vergleichbaren Bedingungen. Die Immobilisierung der
zuvor mit mPEG modifizierten SH fiihrte zu dhnlichen bzw. sogar zu teilweise niedrigeren
Aktivititen der Immobilisate in den untersuchten Losungsmittel-Wasser-Gemischen. Somit
konnten keine additiven Effekte der beiden Stabilisierungsmethoden auf die Aktivitit der SH

festgestellt werden.
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Abbildung 3.37 Aktivitdt der adsorptiv immobilisierten nativen und modifizierten SH in
10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol und Vergleich mit der nativen SH. [Losungsmittel-
konzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD', 1 uM
FMN]

Die Ergebnisse fiir die Aktivitdit der SH-Immobilisate verdeutlichen, dass die adsorptive
Immobilisierung der nativen sowie der chemisch modifizierten SH eine deutlich stabilere
Enzymkonformation hervorruft. In der Folge besitzt die SH eine verringerte Sensitivitét
gegeniiber den untersuchten organischen Ldsungsmitteln, die zu einer geringeren Enzym-

deaktivierung flihrt.

Aktivitat in 1L-Wasser-Gemischen

Auch in IL-Wasser-Gemischen lie3 sich die Aktivitit der SH durch die adsorptive Immobili-
sierung auf Amberlite™ FPA54 deutlich erhdhen (Abbildung 3.38). So fiihrte die Immobili-
sierung der nativen SH insbesondere in 5 % (v/v) [MTEOA][MeSQO4] zu einer beachtlichen
Aktivitaitszunahme um 294 %, wohingegen sich die Aktivitdt des immobilisierten und zuvor
chemisch modifizierten Enzyms nur um 127 % erhohen lie8. Diese Beobachtung ldsst auf
eine aullergewoOhnliche ionische Interaktion zwischen [MTEOA][MeSO4] und der adsorptiv
gebundenen SH schlielen, insbesondere bei der gewihlten IL-Konzentration. Die Aktivitéts-

zunahmen in 2,5 und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und in 2,5 % (v/v) [MTEOA][MeSQ4] betru-
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gen bis zu 60, 80 bzw. 75 %. Mit Ausnahme der Aktivitidt der Immobilisate in 5 % (v/v)
[MTEOA][MeSO4] waren keine signifikanten Unterschiede zwischen der Aktivitdt der Immo-
bilisate des nativen und des modifizierten Enzyms festzustellen. Somit konnten auch in den
untersuchten IL-Systemen keine deutlichen additiven Effekte bei der chemischen Modifizie-

rung der SH und ihrer zusdtzlichen Immobilisierung beobachtet werden.
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Abbildung 3.38 Aktivitdt der adsorptiv immobilisierten nativen und modifizierten SH in 2,5
und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4] und Vergleich mit der nativen SH.
[IL-Konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD", 1
uM FMN]

3.3.3 Stabilitat der Immobilisate

Wie bei der mPEGylierten SH in Kapitel 3.2.3 erfolgte die Untersuchung der Stabilitét der
SH-Immobilisate ebenfalls in rein wéssrigen Medien, in Losungsmittel-Wasser-Gemischen
und in IL-Wasser-Gemischen. Die Inkubationsbedingungen betrugen wie auch schon bei der
nativen und chemisch modifizierten SH stets 35 °C und pH 8,0 unter Verwendung eines 0,05
M Tris/HCl-Puffers. Die ermittelten Halbwertszeiten wurden sowohl fiir das immobilisierte
native als auch fiir das immobilisierte und zuvor modifizierte Enzym hinsichtlich einer Stabi-

lisierung in den verschiedenen Losemittelsystemen bewertet.
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Stabilitat in rein wassrigen Medien
Die adsorptive Immobilisierung fiihrte zu einer ausgepriagten Erhohung der SH-Stabilitét in

rein wissrigen Systemen (Abbildung 3.39).
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Abbildung 3.39 Stabilitdt der adsorptiv immobilisierten nativen und modifizierten SH in rein
wissrigen Medien unter mechanischer Beanspruchung und ohne und Vergleich mit der
nativen SH. [00-ohne Riihren, 01- Magnetriihrer (400 Upm); 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH
8,0), 35 °C]

In reinem Puffer und ohne eine zusitzliche Durchmischung des Inkubationsansatzes betrug
die Halbwertszeit der immobilisierten SH 12,8 (£ 2,6) h, was einem Stabilisierungsfaktor von
2,4 entspricht. Die zusitzliche Modifizierung der SH mit mPEG fiihrte zu einer &hnlich
hohen, innerhalb der Standardabweichung liegenden Halbwertszeit von 13,3 (£ 0,6) h. Wurde
das rein wissrige Inkubationssystem zusétzlich geriihrt, ergaben sich sowohl fiir die
Immobilisate der nativen als auch der mPEGylierten SH Enzymstabilititen von 3,4 h. Unter
den gleichen Bedingungen betrug die Halbwertszeit der nativen SH nur 1,9 (= 0,1) h. Somit
konnte auch unter diesen Bedingungen eine 1,8-fache Stabilisierung erzielt werden. Erwar-
tungsgemél ergaben sich flir die chemische Modifizierung der SH mit mPEG und der zusétz-
lichen Immobilisierung keine additiven Effekte beziiglich einer Enzymstabilisierung, was mit
den Ergebnissen fiir die Stabilitit der chemisch modifizierten SH in rein wissrigen Medien

(Kapitel 3.2.3), die keine Stabilisierung der SH ergaben, korreliert. Die gemessenen Halb-
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wertszeiten fiir die SH-Immobilisate sind demzufolge allein auf die adsorptive Bindung an
Amberlite™ FPA54 und der dadurch stabilisierten Enzymkonformation bzw. der erhdhten
Rigiditdt des Proteins, die eine Entfaltung der dreidimensionalen Enzymstruktur verhindert,
zuriickzufiihren. Die Ergebnisse stimmen zudem mit Literaturdaten iiberein, die die Erhohung
der Stabilitdt von verschiedenen Enzymen in rein wissrigen Medien durch deren adsorptive
Interaktionen mit einem festen Tragermaterial beschrieben [Mateo et al., 2007, Mateo et al.,

2000, Pan-Soo et al., 2000].

Zusitzlich zu den Stabilitdtsmessungen erfolgte die Bestimmung des Proteingehalts in jedem
Inkubationssystem. Dabei war in beiden Féllen kein Protein nachweisbar. Somit kommt es
selbst unter dem Einfluss von Scherkréiften zu keinem messbaren /eaching des Enzyms unter
den betrachteten Bedingungen. Demzufolge wird kein Enzym von den Immobilisierungs-
partikeln ausgewaschen bzw. unter den gewihlten Bedingungen tritt zunéchst keine Desorp-
tion des Proteins ein. Das ldsst darauf schlielen, dass eine ausgeprégte Interaktion zwischen
der SH und der Immobilisierungsmatrix stattfindet, was fiir technische Anwendungen von
besonderem Interesse ist und nur selten bei der adsorptiven Bindung von Proteinen an ein

Tréagermaterial zu beobachten ist [Brady und Jordaan, 2009, Mateo et al., 2007, Cao, 2005].

Stabilitat in Losungsmittel-Wasser-Gemischen

Analog zu der Stabilitét in rein wéssrigen Medien lie sich auch die Losungsmittelstabilitit
der SH durch ihre adsorptive Immobilisierung signifikant erhdhen (Abbildung 3.40). So
fiihrte die Immobilisierung der nativen SH zu Halbwertszeiten von 0,6 (+ 0,1) h, 2,8 (£ 0,4) h
und 0,7 (£ 0,1) hin 10 % (v/v) DMF, DMSO bzw. Isopropanol. Verglichen mit der nativen
SH konnten somit Stabilisierungsfaktoren von 6, 2,8, bzw. 7 erreicht werden. Vergleichbare
Effekte wurden ebenfalls fiir verschiedene andere adsorptiv immobilisierte Enzyme und deren
Stabilisierung gegeniiber organischen Ldsungsmitteln beschrieben [Mateo et al., 2007].
Hierbei ldsst sich der stabilisierende Effekt abermals auf die Erhéhung der Rigiditdt des
Proteins durch dessen ionischer Interaktion mit einem festen Trégermaterial zuriickfiihren.
Wurde die SH vor ihrer Immobilisierung zudem mit mPEG chemisch modifiziert konnten die
Halbwertszeiten nochmals deutlich erhoht werden. So betrugen die Halbwertszeiten in diesem
Fall 1,6 (= 0,4) h, 6,4 (= 0,0) h und 2,3 (+ 0,0) h in Gegenwart von 10 % (v/v) DMF, DMSO

und Isopropanol, was signifikant hoheren Stabilisierungsfaktoren von 16, 6,4 und 23
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entspricht, wenn ein Vergleich mit den Immobilisaten der nativen SH erfolgt. Somit kommt
es zu einer Addition der stabilisierenden Effekte, die durch beide Methoden, der chemischen
Modifizierung und der adsorptiven Immobilisierung, eingeleitet werden konnen. Der be-
obachtete additive Effekt stiitzt sich zudem auf die Ergebnisse fiir die Stabilitidt der chemisch
modifizierten SH (Kapitel 3.2.3), da auch schon die alleinige Modifizierung der SH mit
mPEG zu einer ausgeprigten Stabilisierung gegeniiber den untersuchten polaren organischen

Losemitteln fihrte.

I native SH
[ Jadsorptivimmobilisierte SH

7 I nodifizierte und adsorptivimmobilisierte SH
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Abbildung 3.40 Stabilitat der adsorptiv immobilisierten nativen und modifizierten SH in
10 % (v/v) DMF, DMSO und Isopropanol und Vergleich mit der nativen SH. [Losungsmittel-
konzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Auch bei diesen Untersuchungen wurde fiir jedes Losemittel der Proteingehalt in den
Inkubationsansédtzen bestimmt. Wie schon in den rein wéssrigen Systemen zeigte sich, dass
kein leaching des Enzyms wihrend der Inkubation einsetzt. Somit kann auch in diesen Lose-
mittelsystemen auf eine ausgeprigte Interaktion zwischen der SH und dem Tridgermaterial

geschlossen werden, die ein Auswaschen des Proteins verhindert.
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Stabilitat in 1L-Wasser-Gemischen
Die Untersuchung der Stabilitit der SH-Immobilisate in den ILs [EMIM][EtSO4] und
[MTEOA][MeSOy4] lieferte diverse Ergebnisse (Abbildung 3.41).
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Abbildung 3.41 Stabilitit der adsorptiv immobilisierten nativen und modifizierten SH in 2,5
und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4] und Vergleich mit der nativen SH.
[IL-Konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Die alleinige Immobilisierung der nativen SH fiihrte zwar zu einer Verdopplung der Halb-
wertszeit in 2,5 % (v/v) [EMIM][EtSOy], bei einer weiteren Konzentrationserhohung dieser
IL auf 5 % (v/v) war dagegen keine Enzymstabilisierung mehr zu beobachten. Auch in 2,5
und 5 % (v/v) [MTEOA][MeSO4] konnte keine erhohte Halbwertszeit der adsorptiv immobi-
lisierten SH bestimmt werden. Diese lag in 5 % (v/v) dieser IL sogar unter der des nativen
Enzyms. Wurde die SH vor ihrer Immobilisierung jedoch zusitzlich modifiziert, betrug die
Halbwertszeit der Immobilisate 6,8 (= 0,6) bzw. 1,5 (= 0,0) h in 2,5 und 5 % (v/v)
[EMIM][EtSO4] und 8,8 (= 1,5) bzw. 3 (= 0,3) h in 2,5 und 5 % (v/v) [MTEOA][MeSOQOy4].
Somit lieB sich SH-Stabilitit in 2,5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] um einen Faktor von 7,6 und

somit beachtlich erhohen, wohingegen dieser Faktor in den anderen IL-Systemen wesentlich
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kleiner ausfiel. Auch in den IL-Systemen konnte kein Protein bestimmt werden, weshalb es

auch in diesen Medien zu keinem leaching der SH kommt.

Die gezeigten Ergebnisse deuten auf eine ungewdhnliche Interaktion zwischen dem kovalent
gebundenen mPEG, der Immobilisierungsmatrix, den umgebenden ILs und dem Protein selbst
hin, da keine eindeutigen Tendenzen bei Betrachtung der Halbwertszeiten der immobilisierten
SH in den untersuchten IL-Systemen festgestellt werden konnten. Diese Wechselwirkungen
sind mit hoher Wahrscheinlichkeit vorrangig ionischer Natur. Zudem war der beobachtete
Stabilisierungseffekt, der durch die chemische Modifizierung mit mPEG und der zusétzlichen
Immobilisierung auf Amberlite™ FPA54 eingeleitet wurde, so nicht zu erwarten, da sowohl
die alleinige chemische Modifizierung als auch ihre adsorptive Immobilisierung keinen
stabilisierenden Einfluss auf die SH ausiibten, eine Kombination aus beidem, wie gezeigt

wurde, aber durchaus.

3.3.4 Rezyklierung der Immobilisate

Neben der Analyse der Aktivitdt und Stabilitdt der Immobilisate erfolgte dariiber hinaus die
Untersuchung der Rezyklierbarkeit der hergestellten SH-Immobilisate. Dazu wurden sowohl
die immobilisierte native SH als auch die immobilsierte und zuvor chemisch modifizierte SH
wiederholt bei der Reduktion von 1 mM NAD" eingesetzt. Die jeweilige Reaktionsdauer
betrug dabei drei Minuten, wobei die Immobilisate nach jeder Reaktion zunéchst filtriert und
gewaschen und dann bei einer erneuten Reaktion eingesetzt wurden. Zudem wurde der
Reaktionsansatz kontinuierlich mittels Riihren bei 400 Upm durchmischt. Die ermittelten
relativen Aktivitdten der immobilisierten SH nach jeder der insgesamt fiinf durchgefiihrten
Reaktionen sind in Abbildung 3.42 dargestellt. Dabei lieB sich zeigen, dass durch die
adsorptive Immobilisierung der SH ein wiederholt einsetzbarer aktiver Katalysator bereitge-
stellt wird, es trotz dessen aber zu einer Deaktivierung des Enzyms unter Prozessbedingungen
kommt. So verloren sowohl die Immobilisate der nativen SH als auch die Immobilisate der
chemisch modifizierten SH nach jedem Reaktionsdurchlauf kontinuierlich ihre Aktivitét. Die
Aktivitdt der nativen immobilisierten SH bzw. des mPEGylierten immobilisierten Enzyms
betrug nach der ersten Reaktion noch 97,7 (= 8,7) bzw. 98,5 (+ 4,2) %, nach der zweiten
Reaktion dann bereits nur noch 88,3 (£ 3,5) bzw. 90,6 (= 3,3) %. Nach insgesamt vier

Reaktionsdurchldaufen besaBlen beide Immobilisate dann nur noch 56,7 (= 8,5) % der ur-
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spriinglichen Aktivitét der nativen immobilisierten SH bzw. 62,7 (£ 5,5) % der urspriinglichen

Aktivitdt der immobilisierten mPEGylierten SH.

Da eine zunehmende mechanische Instabilitdt der Partikel infolge der wirkenden Scherkréfte
zu beobachten war, kann nicht ausgeschlossen werden, dass daraus ein inaktivierender Ein-
fluss auf die immobilisierte SH resultierte. Des Weiteren konnte der beobachtete Aktivitéts-
verlust durch das vorgenommene Waschen der Immobilisate zwischen den einzelnen

Reaktionsdurchldaufen und einem damit einhergehenden Enzymverlust hervorgerufen worden

sein.
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Abbildung 3.42 Aktivitéit der adsorptiv immobilisierten nativen [A] und modifizierten [B] SH
wiéhrend der Rezyklierung bei flinf Reaktionsdurchldufen. [0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0),
35°C, 1 mM NAD", 1 uM FMN]

3.3.5 Zusammenfassung

Anhand der adsorptiven Immobilisierung wurde die SH {iber verschiedene nicht-kovalente

Wechselwirkungen, die unter anderem ionischer, hydrophiler oder hydrophober Natur sein
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konnen, an einen geeigneten Triger (Amberlite "™ FPA54) gebunden. Dadurch sollte die
Proteinrigiditit erh6ht werden, um in der Folge eine Stabilisierung gegeniiber deaktivierenden
Einfliissen zu erreichen. Zugleich sollte auf diesem Weg ein rezyklierbares Enzympréparat
bereitgestellt werden, welches eine 6konomischere Prozessfithrung bei mdglichen technischen
Anwendungen ermoglicht. Optimierungsuntersuchungen ergaben zunichst eine maximale
Restaktivitit von 48,9 % und eine Proteinbeladung von 93,4 % bei einem Enzym-Trager-
Verhéltnis von 1:2000 und einem pH-Wert von 8. Dariiber hinaus kam es in keinem der
untersuchten Medien zu einem leaching der SH, was in technischen Anwendungen von
Vorteil ist. In rein wéssrigen Medien und in jedem der untersuchten organischen
Losungsmittel zeigten die Immobilisate eine signifikant hohere Halbwertszeit als die native
SH. Dabei wurden in rein wissrigen Medien Stabilisierungsfaktoren von bis zu 2,4 und in
organischen Losemitteln bis zu 7-fach erhohte Halbwertszeiten bestimmt. Fiir die
Immobilisierung der zuvor chemisch modifizierten SH ergaben sich vor allem in DMF,
DMSO und Isopropanol additive Effekte, die zu einer weiteren Erhohung der Enzymstabilitit
fiihrten. In diesem Zusammenhang konnten beachtliche Stabilisierungsfaktoren von bis zu 23
erzielt werden. In den analysierten IL-Wasser-Gemischen konnten zwar verbesserte Enzym-
aktivitdten erhalten werden, jedoch lieferte die Untersuchung der Stabilitit der SH-Immobili-
sate in diesen Medien diverse Resultate, die auf keine eindeutige Enzymstabilisierung
schlieBen lieBen. Im Vergleich zur reinen chemischen Modifizierung der SH mit mPEG
(Kapitel 3.2) kann durch die zusétzliche adsorptive Immobilisierung des Enzyms eine

wesentlich starkere Stabilisierung der SH erzielt werden.

3.4 Stabilisierung der SH durch kovalente Immobilisierung

Die kovalente Bindung von Enzymen an geeignete Tridger ist eine weitere bedeutende
Methode innerhalb der Immobilisierung. Im Gegensatz zur adsorptiven Enzymimmobili-
sierung erfolgt hierbei die Ausbildung einer kovalenten und somit stabileren Bindung
zwischen der Immobilisierungsmatrix und dem Protein, die zwar die direkte chemische
Modifizierung des Enzyms zur Folge hat, dafiir aber hdufig ein /eaching des Proteins
verhindert und zudem zu einer stiarkeren Enzymstabilisierung fiihrt [Brady und Jordaan, 2009,
Sheldon, 2007, Cao, 2005]. Der stabilisierende Effekt beruht dabei im Allgemeinen auf der
Erh6éhung der Enzymrigiditit [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Fernandez-Lafuente et al.,
1999].
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Auch die kovalente Immobilisierung der SH sollte in erster Linie ihrer Stabilisierung gegen-
iber deaktivierenden Einfliissen dienen. Diese Einfllisse umfassten, wie auch zuvor, die
mechanische Beanspruchung in rein wéssrigen Medien und die Zugabe der organischen Ldse-
mittel DMF, DMSO und Isopropanol, sowie der ILs [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSOy4].
Wie auch schon bei der adsorptiven Immobilisierung der SH erfolgte die Untersuchung der
Aktivitdt und Stabilitidt der erhaltenen Immobilisate in den verschiedenen Reaktionsmedien,
wobei es sich zum einen um die immobilisierte native SH handelte und zum anderen um das
immobilisierte und zvor chemisch modifizierte Enzym. Dies sollte, wie schon zuvor, der
Erfassung moglicher additiver Effekte beider Stabilisierungsmethoden dienen. Zudem wurde
ebenfalls die Rezyklierbarkeit der Immobilisate analysiert. Zwar wurde die native SH bereits
auf verschiedenen Trigermaterialien kovalent immobilisiert, jedoch erfolgte bislang noch
keine systematische Studie, in der eine Bewertung der Enzymstabilisierung unter den in
dieser Arbeit untersuchten Inkubationsbedingungen vorgenommen wurde [Deloggio und
Graves, 1988, Popov et al., 1986, Payen et al., 1983, Danielson et al., 1982, Egerer und
Simon, 1982].

Da die Eignung von Amberlite-Tragern zur kovalenten Immobilsierung bislang fiir eine Viel-
zahl verschiedener Proteine beschrieben wurde, erfolgte die kovalente Bindung der SH an das
bereits bei der adsorptiven SH-Immobilisierung verwendete makropordse Harz Amberlite™
FPA54 [Kumari und Kayastha, 2011, Dwevedi und Kayastha, 2009, Fazlena et al., 2006,

Anita et al., 1997]. Dieses verfiigt iiber aktivierbare Aminofuktionen an seiner Oberflache.

Die kovalente Bindung der SH erfolgte in einer zweistufigen Reaktion, die mechanistisch wie
in Abbildung 3.43 dargestellt ablauft. Hierbei werden zunéchst die Funktionalititen an der
Trageroberfliche aktiviert, wozu im Fall der Immobilisierung der SH das hiufig eingesetzte
hochreaktive Glutardialdehyd diente. Dabei kommt es zur Bildung eines Enamins zwischen
den sekundidren Aminogruppen des Trigers und einer der beiden Aldehydfunktionen des
bifunktionalen Aktivirieungsreagenzes. Im zweiten Schritt erfolgt dann die Iminbildung
zwischen der zweiten Aldehydfunktion des Glutarddialdehyds und den verfiigbaren ¢ -Lysin-

Aminosduren des Proteins.
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Abbildung 3.43 Reaktionschema der kovalenten Bindung eines Enzyms an einen festen

Trager.
3.4.1 Optimierung des Immobilisierungsverfahrens

Zunichst erfolgte eine Optimierung der kovalenten Immobilisierung der nativen SH in
Abhéngigkeit von den in Tabelle 3.3 aufgefiihrten Parametern, da diese einen mallgeblichen
Einfluss auf die Aktivitdt und Proteinbeladung von Immobilisaten ausiiben [Mateo et al.,
2007 Cao, 2005]. Dazu wurde jeder der Parameter in einem definierten Bereich, der ebenfalls
in Tabelle 3.3 angegeben ist, variiert und die verbliebene Aktivitidt der SH sowie die Menge
des kovalent gebundenen Proteins bestimmt. Die Immobilisierung erfolgte stets bei Raum-
temperatur unter Verwendung eines 0,05 M Tris/HCI-Puffers. Der pH-Wert wihrend der
Immobilisierung betrug zu Beginn 8,0, die Glutardialdehydkonzentration 2,5 % (v/v), die
Inkubationszeit fiir die Trageraktivierung sowie die Inkubationszeit des Enzyms jeweils 1
Stunde und das Enzym-Tréager-Verhéltnis 1:2000. Zur Optimierung des Immobilisierungsver-

fahrens wurden dann die jeweiligen Parameter nacheinander variiert.



Ergebnisse und Diskussion 103

Tabelle 3.3 Parameter fiir die Optimierung der kovalenten Immobilisierung der SH.

Parameter Variationsbereich
pH-Wert 7,0 und 8,0
Glutardialdehydkonzentration 0,5-5% (v/v)
Aktivierungszeit der Triger 0,5-2h
Inkubationszeit des Enzyms 0,25-2h
Enzym-Trager-Verhiltnis 1:500 - 1:4000

Da der wéhrend der Immobilisierung vorherrschende pH-Wert Einfluss auf die fiir eine
kovalente Bindung notwendige Nukleophilie der Tragerfunktionalititen und des Protonie-
rungsgrades der Aminosdureseitenketten ausiibt, wurde dieser Parameter zunichst variiert
[Whitesides et al., 2006, Cao, 2005]. Dazu wurden jeweils die Proteinbeladung und Aktivitat
der Immobilisate nach der Immobilisierung bei pH 7,0 und 8,0 bestimmt (Abbildung 3.44).
Aufgrund der hohen Instabilitit der SH bei pH-Werten {iber 8 wurde auf eine Untersuchung in

diesem Bereich verzichtet.
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Abbildung 3.44 Enzymaktivitdt und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei pH 7,0 und 8,0. [pH-Werte wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer,
RT, 2,5 % (v/v) Glutardialdehyd, Enzym-Triager-Verhéltnis: 1:2000]
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Es zeigte sich, dass die Menge der trigergebundenen SH bei beiden pH-Werten 100 % betrug.
Im Gegensatz dazu, iibte der pH-Wert wihrend der Immobilisierung aber einen deutlichen
Einfluss auf die Aktivitdt der SH aus, wobei die Immobilisate bei einem pH-Wert von 7,0
11,5 (£ 0,0) % und bei einem pH-Wert von 8,0 28,2 (+ 0,1) % der urspriinglichen Aktivitit
der nativen SH besaBlen. Aufgrund der in Kapitel 3.1.2 ermittelten hoheren Stabilitdt der SH
bei einem pH von 7,0, ist auszuschlieBen, dass die geringere Aktivitit der Immobilisate nach
der Immobilisierung bei diesem pH-Wert durch eine Deaktivierung der SH verursacht wurde.
Vielmehr scheint die Immobilisierung bei pH 8,0 zu einer aktivieren Konformation der tréger-
gebundenen SH gefiihrt zu haben, weshalb die Enzymimmobilisierung im Weiteren auch bei

diesem pH-Wert durchgefiihrt wurde.

Da die Konzentration des Aktivierungsreagenzes Glutardialdehyd die Anzahl der verfiigbaren
Bindestellen fiir die Tragerbindung des Enzyms bestimmt, wurde dieser Einflussparameter im
ndchsten Schritt der Optimierungsanalyse untersucht [Singh ez al., 2011]. Die dabei erhalte-
nen Ergebnisse der Aktivitdt sowie der Proteinbeladung der Immobilisate sind in Abbildung

3.45 dargestellt.
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Abbildung 3.45 Enzymaktivitdt und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei verschiedenen Glutardialdehydkonzentrationen. [Glutardialdehyd-
konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), RT, Enzym-Triager-
Verhiltnis: 1:2000]
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Die Variation der Glutardiadehydkonzentration zeigte keinen messbaren Einfluss auf die
Proteinbeladung, da stets 100 % der eingesetzten SH kovalent am Trager gebunden wurden.
Im Gegensatz dazu nahm die Aktivitit der Immobilisate bei einer Verringerung der Glutardi-
aldehydkonzentration von 2,5 auf 1 % (v/v) zunéchst zu (34,1 (= 0,1) %), wobei ein weiteres
Herabsetzten auf 0,5 % (v/v) dann zu einem langsamen Aktivitédtsverlust fiihrte. Die geringste
Aktivitit von nur 14,7 (+ 0,0) % besallen die SH-Immobilisate jedoch bei einer Glutardialde-
hydkonzentration von 5 % (v/v). Dieser Aktivititsverlust kann auf die Bildung von Enzym-
agglomeraten und der daraus resultierenden Verzerrung der Enzymstruktur bei hohen Glutar-
dialdehydkonzentrationen zuriickgefiihrt werden [Dwevedi und Kayastha, 2009]. Die weitere

Aktivierung der Tréger erfolgte somit bei einer Glutardialdehydkonzentration 1 % (v/v).

Die Verdnderung der Inkubationszeit fiir die Aktivierung des Trigers zeigte weder einen
Einfluss auf die Proteinbeladung noch auf die Aktivitit der SH-Immobilisate (Abbildung
3.46).
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Abbildung 3.46 Enzymaktivitit und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei verschiedenen Inkubationszeiten des Trigers. [Inkubationszeiten des
Trégers wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), RT, 2,5 % (v/v) Glutardialdehyd,
Enzym-Triger-Verhiltnis: 1:2000]

So geniigte bereits eine Aktivierungszeit von einer halben Stunde um eine vergleichbar hohe

Aktivitat der SH-Immobilisate von 35,7 (+ 0,0) % sowie eine 100 %-ige Proteinbeladung wie
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nach 1 oder 2 Stunden zu erzielen. Somit erfolgte die Trégeraktivierung weiterhin nur noch

uber eine Zeitdauer von 30 Minuten.

Ahnliche Tendenzen wie bei der Dauer der Triigeraktivierung ergaben sich fiir den Einfluss
der Inkubationszeit des Enzyms auf die Proteinbeladung und die Aktivitit der Immobilisate
(Abbildung 3.47). So zeigte sowohl die Erh6hung auf 2 Stunden als auch die Verringerung
der Inkubationszeit auf nur 15 Minuten keinen merklichen Effekt auf die beiden GrdBen.
Infolgedessen kann eine kurze Inkubationszeit fiir den Enzymbindungsschritt abgeleitet
werden, was eine zeiteffiziente Immobilisierung der SH ermdglicht. Darauf basierend wurde
fiir die weiteren Untersuchungen die Inkubationszeit der SH auf 15 Minuten reduziert. Dabei

besallen die Immobilisate eine relative Aktivitit von 39,3 (£ 0,0) %.
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Abbildung 3.47 Enzymaktivitdt und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei verschiedenen Inkubationszeiten des Enzyms. [Inkubationszeiten des
Enzyms wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), RT, 2,5 % (v/v) Glutardialdehyd,
Enzym-Triger-Verhéltnis: 1:2000]

Wie erwartet, beeinflusste die Variation des Enzym-Triger-Verhiltnisses sowohl die Protein-
beladung als auch die Aktivitit der SH-Immobilisate (Abbildung 3.48). Dabei sank die
Enzymaktivitidt sowie die Menge gebundenen Proteins bei einer Erhéhung der Enzymmenge.
Bei einem Enzym-Triger-Verhéltnis von 1:500 konnten somit nur noch 47,7 (= 1,4) % der

eingesetzten SH am Triger gebunden werden, wobei die relative Aktivitdt der Immobilisate
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nur noch 9,6 (£ 0,0) % betrug. Eine Verringerung der Enzymmenge von 0,1 auf 0,05 mg
(Enzym-Trager-Verhaltnis: 1:4000) fiihrte hingegen zu einer geringfiigigen Abnahme der
Enzymaktivitdt von 39,3 (+ 0,0) % auf 34,3 (£ 0,0) %. Anhand dieser Ergebnisse lésst sich
daraus schliefen, dass bei einem Enzym-Trager-Verhéltnis von 1:2000 die gesamte Triger-
oberfliche mit gebundener SH gesittigt ist. Somit kann bei einer weiteren Erhohung der
Enzymmenge dieses nicht mehr an der Matrix gebunden werden. Demnach ergibt sich ein
optimales Enzym-Triger-Verhiltnis von 1:2000, wobei die Proteinbeladungsdichte 0,5:107
mg SH pro mg Amberlite™ FPA54 betrigt. Dieser Wert entspricht jenem, der bereits bei der
adsorptiven Immobilisierung ermittelt wurde. Die erfolgreiche kovalente Immobilisierung
lasst sich an dieser Stelle jedoch durch die Variation der Glutardialdehydkonzentration sicher-
stellen, da dieser Parameter einen deutlichen Einfluss auf die Aktivitdt der erhaltenen Immo-
bilisate zeigte. Im Fall einer vorrangig adsorptiven Trdgerbindung der SH hitte dieser

Parameter anderenfalls zu keiner Verdnderung der Aktivitdt der Immobilisate fiihren diirfen.
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Abbildung 3.48 Enzymaktivitdt und Proteinbeladung nach der Immobilisierung der SH auf
Amberlite™ FPA54 bei verschiedenen Enzym-Triger-Verhiltnissen. [Enzym-Triger-
Verhéltnisse wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), RT, 2,5 % (v/v) Glutardi-
aldehyd]

Letztlich betrug die maximale Aktivitdit der SH-Immobilisate 39,3 (£ 0,0) %, wobei die
Gesamtmenge der eingesetzten SH am Triger gebunden wurde. Der optimale pH-Wert

wihrend der Immobilisierung betrug dabei 8,0, die Glutardialdehydkonzentration 1 % (v/v)
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und das Enzym-Triager-Verhiltnis 1:2000. Zudem konnte gezeigt werden, dass es lediglich
einer Inkubationszeit von 30 Minuten bedarf, um eine vollstindige Aktivierung der
Immobilisierungsmatrix zu erreichen. Die anschlielende kovalente Bindung der SH an

Amberlite™ FPA54 beanspruchte zudem nur 15 Minuten.

3.4.2 Aktivitat der Immobilisate

In Analogie zu den Untersuchungen der Aktivitdt der chemisch modifizierten SH (Kapitel
3.2.2) sowie des adsorptiv immobilisierten Enzyms (Kapitel 3.3.2) erfolgte die Bestimmung
der Aktivitdt der kovalent immobilisierten SH in Losungsmittel-Wasser-Gemischen und in
IL-Wasser-Gemischen. Dabei wurde die relative Aktivitét fiir das native kovalent immobili-
sierte Enzym sowie fiir die immobilisierte und zuvor chemisch modifizierte SH ebenfalls bei
35 °C und pH 8,0 unter Verwendung eines 0,05 M Tris/HCI-Puffers ermittelt und hinsichtlich

einer Aktivitdtserhohung bewertet.

Aktivitat in Losungsmittel-Wasser-Gemischen

Die kovalente Immobilisierung auf Amberlite™ FPA54 fiihrte zu einer deutlichen Erhohung
der Aktivitdit der SH in Gegenwart von polaren organischen Losungsmitteln (Abbildung
3.49). So betrugen die relativen Aktivitdten der kovalent immobilisierten nativen SH 98,9 (+
2,2) %, 109,6 (£ 5,0) % und 82,4 (+ 3,0) % in 10 % (v/v) DMF, DMSO bzw. Isopropanol.
Verglichen mit der nativen SH entspricht dies einer Aktivitdtserhohung um 92, 59 bzw. 60 %.
Somit verursachten die drei betrachteten Losemittel nur noch eine geringe Enzymdeaktivie-
rung bzw. im Fall von DMSO sogar eine Aktivierung der SH, wenn diese kovalent immobili-
siert im Reaktionsansatz vorlag. Diese verringerte Sensitivitit der SH gegeniiber polaren
organischen Losungsmitteln ist auf die erhohte Enzymrigiditdt zuriickzufiihren, die aus der
kovalenten Bindung des Proteins an einen festen Trager resultiert und auch schon fiir andere
Enzyme beschrieben wurde [Wan et al., 2010, Qigang et al., 2004]. Der beobachtete aktivie-
rende Einfluss von DMSO auf die tragergebundene SH kann im Zusammanhang mit
Wechselwirkungen des polaren Losemittels mit den geladenen Aminosduren des Enzyms

stehen, die in der Folge zu erhohten Reaktivitdten fithren [Azevedo et al., 2001].
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Abbildung 3.49 Aktivitit der kovalent immobilisierten nativen und modifizierten SH in 10 %
(v/v) DMF, DMSO und Isopropanol und Vergleich mit der nativen SH. [Losungsmittel-
konzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD", 1 uM
FMN]

Wurde die native SH vor ihrer kovalenten Bindung an Amberlite’™ FPAS54 zusitzlich
chemisch modifiziert besalen die dabei entstandenen Immobilisate geringere Aktivititen von
90,1 (£ 5,1) %, 80,1 (£ 2,4) % und nur 35,3 (+ 2,2) % in 10 % (v/v) DMF, DMSO bzw. Iso-
propanol. Die verringerte Aktivitdt der immobilisierten und zuvor modifizierten SH lasst sich
auf eine Abnahme der Enzymrigiditit und der daraus resultierenden erhdhten Sensitivitdt der
SH-Immobilisate gegeniiber deaktivierenden Einfliissen zuriickfiihren. Als Ursache dafiir
kann die verringerte Anzahl der zur Verfiigung stehenden Bindestellen fiir die Bildung des
Enzym-Triger-Komplexes angenommen werden, da die dafiir erforderlichen Aminofunktio-

nen von Lysin durch bereits kovalent gebundene mPEG-Molekiile blockiert sind.

Aktivitat in IL-Wasser-Gemischen

Mittels der kovalenten Bindung der SH an Amberlite™ FPA54 lieBen sich auch in den
untersuchten IL-Wasser-Gemischen wesentlich hohere Aktivititen erzielen (Abbildung 3.50).
Hierbei besallen die Immobilisate der nativen SH Aktivitdten von 162,6 (+ 5,8) %, 163,2 (+
5,6) %, 134,1 (£ 0,4) % und 142,9 (= 5,7) % in 2,5 und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] bzw. 2,5
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und 5 % (v/v) [MTEOA][MeSOg4]. Verglichen mit der Aktivitit der nativen SH in den beiden
ILs entspricht dies einer deutlichen Aktivitdtszunahme. Somit fiihrte die erhohte Rigiditat der
SH infolge ihrer Immobilisierung auch in diesen Losemittelsystemen zu einer Verringerung
der Enzymsensitivitit gegeniiber der Gegenwart der untersuchten ILs und stimmt damit mit
Resultaten anderer Enzyme {iberein [Persson und Bornscheuer, 2003]. Zudem zeigten die
Immobilisate der zuvor chemisch modifizierten SH wiederholt geringere Aktivitdten als die
Immobilisate des nativen Enzyms in den IL-Wasser-Gemischen. Auch in diesem Fall ist
dieser Effekt auf die geringere Enzymrigiditét infolge der Bindung von mPEG an der Protein-
oberfliche und dem damit einhergehenden verringerten Anteil der Enzym-Triager-Bindungen

zurickzufiihren.
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Abbildung 3.50 Aktivitdt der kovalent immobilisierten nativen und modifizierten SH in 2,5
und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4] und Vergleich mit der nativen SH.
[IL-Konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C, 1 mM NAD", 1
uM FMN]

3.4.3 Stabilitat der Immobilisate

Die Untersuchung der Stabilitdt der SH-Immobilisate erfolgte ebenfalls in rein wissrigen

Medien, in Losungsmittel-Wasser-Gemischen und in IL-Wasser-Gemischen. Die Inkubations-
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bedingungen betrugen wie auch schon bei der nativen, chemisch modifizierten und adsorptiv
immobilisierten SH stets 35 °C und pH 8,0 unter Verwendung eines 0,05 M Tris/HCI-Puffers.
Die ermittelten Halbwertszeiten wurden sowohl fiir das immobilisierte native als auch fiir das
immobilisierte und zuvor modifizierte Enzym hinsichtlich einer Stabilisierung in den ver-

schiedenen Losemittelsystemen bewertet.

Stabilitat in rein wassrigen Medien
Die kovalente Bindung an Amberlite™ FPA54 fiihrte zu einer signifikanten Erhéhung der
SH-Stabilitét in rein wassrigen Systemen (Abbildung 3.51).
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Abbildung 3.51 Stabilitdt der kovalent immobilisierten nativen und modifizierten SH in rein
wassrigen Medien unter mechanischer Beanspruchung und ohne und Vergleich mit der
nativen SH. [00-ohne Riihren, 01-Magnetriihrer (400 Upm); 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0),
35 °C]

Die Halbwertszeit der immobilisierten nativen SH und die der immobilisierten und zuvor
chemisch modifizierten SH betrugen 19,1 (£ 2,5) bzw. 22,1 (£ 4,2) h in reinem Puffer, ohne
dass die Immobilisate einer mechanischen Beanspruchung ausgesetzt wurden. Bei einem
Vergleich der gemessenen Halbwertszeiten mit denen der nativen SH ergaben sich Stabilisie-
rungsfaktoren von 3,6 bzw. 4,2 fiir die immobilisierte native bzw. die immobilisierte

mPEGylierte SH. Wurde das Inkubationssystem zusétzlich geriihrt und somit eine mechani-



Ergebnisse und Diskussion 112

sche Beanspruchung der Immobilisate herbeigefiihrt, lieBen sich Stabilisierungsfaktoren von 6
bzw. 4,8 fiir die immobilisierte native bzw. die immobilisierte mPEGylierte SH erzielen. So-
mit konnte die mechanische Stabilitit der SH im Zuge der kovalenten Immobilisierung bedeu-
tend erhoht werden, wie es auch schon fiir andere Enzyme beschrieben wurde [Kumari und
Kayastha, 2011, Bolivar et al., 2006]. Der beobachtete stabilisierende Effekt ldsst sich dabei
ebenfalls auf die allgemeine Erhohung der Enzymrigiditidt infolge der Immobilisierung
zuriickfiihren [Iyer und Ananthanarayan, 2008, Fernandez-Lafuente ef al., 1999]. Des Weite-
ren zeigte die zusitzliche chemische Modifizierung keinen Einfluss auf die Stabilitét der SH-
Immobilisate. Ein Vergleich dieser Resultate mit fritheren Ergebnissen fiir die Immobilisie-
rung der SH gestaltet sich an dieser Stelle schwierig, da die damaligen Stabilitdtsuntersuchun-
gen unter abweichenden Bedingungen durchgefiihrt wurden und zudem keine Quantifizierung
der Enzymstabilitit tiber die Halbwertszeit erfolgte [Deloggio und Graves, 1988, Popov et al.,
1986, Payen et al., 1983, Danielson et al., 1982, Egerer und Simon, 1982].

Stabilitat in Losungsmittel-Wasser-Gemischen

Die kovalente Immobilisierung fiihrte zu einer beachtlichen Erhhung der Losungsmittelsta-
bilitdt der SH (Abbildung 3.52). Die Halbwertszeiten der Immobilisate der nativen SH betru-
gen 13,9 (+ 0,5) h, 28,7 (+ 4,9) hund 15,9 (+ 1,0) h in 10 % (v/v) DMF, DMSO bzw. Isopro-
panol, was verglichen mit dem nativen Enzym beachtlichen Stabilisierungsfaktoren von 139,
28,7, bzw. 159 entspricht. Ahnliche stabilisierende Effekte der kovalenten Immobilisierung
wurden bislang auch fiir verschiedene andere Enzyme in Gegenwart von organischen
Losungsmitteln beschrieben [Betancor et al., 2006, Bolivar et al., 2006, Hidalgo et al., 2003,
Sheffield et al., 1994]. Wurde die SH vor ihrer kovalenten Immobilisierung zusitzlich mit
mPEG modifiziert, besaBBen die Immobilisate geringere Halbwertszeiten von 9,9 (+ 0,1) h,
17,1 (= 0,3) hund 14,9 (= 1,4) h in 10 % (v/v) DMF, DMSO bzw. Isopropanol. Die in diesem
Fall beobachtete verminderte Stabilitdit der SH-Immobilisate ldsst sich wiederholt darauf
zuriickfiihren, dass das immobilisierte und zuvor chemisch modifizierte Enzym eine geringere
Enzymrigiditdt aufweist als das immobilisierte native Enzym. Da in dem untersuchten
Bereich der Losungsmittelstabilitdt der SH bislang noch keine Studien durchgefiihrt wurden,

ist ein Vergleich der gezeigten Ergebnisse mit entsprechenden Literaturdaten nicht moglich.
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Abbildung 3.52 Stabilitit der kovalent immobilisierten nativen und modifizierten SH in 10 %
(v/v) DMF, DMSO und Isopropanol und Vergleich mit der nativen SH. [Losungsmittel-
konzentration wie angegeben, 0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

Stabilitat in 1L-Wasser-Gemischen

Auch in den gewéhlten IL-Wasser-Gemischen wies die kovalent immobilisierte SH bedeutend
hohere Halbwertszeiten als das native Enzym auf (Abbildung 3.53). Hiebei konnten fiir das
immobilisierte native Enzym beachtlich hohe Halbwertszeiten von 15,5 (= 0,9) h und 4,4 (£
0,5) h bzw. 17,5 (= 0,4) h und 16,9 (£ 1,5) h ermittelt werden, wenn jeweils 2,5 und 5 % (v/v)
[EMIM][EtSO4] bzw. 2,5 und 5 % (v/v) [MTEOA][MeSO4] zum Inkubationsansatz gegeben
wurden. Die dabei erhaltenen Stabilisierungsfaktoren betrugen 17,2 und 8,8 bzw. 2,5 und 9.4.
Die zusitzliche chemische Modifizierung der SH-Immobilisate fithrte wiederholt zu einer
Abnahme der Halbwertszeiten der rein kovalent immobilisierten SH. Folglich betrugen die
Stabilisierungsfaktoren nur noch 13,2 und 11,8 bzw. 1,7 und 5,3 in 2,5 und 5 % (v/v)
[EMIM][EtSO4] bzw. 2,5 und 5 % (v/v) [MTEOA][MeSO4]. Auch diese Ergebnisse lassen
auf die Abnahme der Rigiditit der immobilisierten SH infolge der zusétzlichen chemischen

Modifizierung schlieen.
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Abbildung 3.53 Stabilitdt der kovalent immobilisierten nativen und modifizierten SH in 2,5
und 5 % (v/v) [EMIM][EtSO4] und [MTEOA][MeSO4] und Vergleich mit der nativen SH.
[IL-Konzentrationen wie angegeben, 0,05 M Tris/HCl-Puffer (pH 8,0), 35 °C]

3.4.4 Rezyklierung der Immobilisate

Im Anschluss an die Untersuchung der Aktivitdt und Stabilitét der kovalent immobilisierten
SH erfolgte die Bestimmung der Rezyklierbarkeit der Immobilisate. Dazu wurden sowohl die
immobilisierte native SH als auch die immobilsierte und zuvor chemisch modifizierte SH
wiederholt bei der Reduktion von 1 mM NAD" eingesetzt. Die dabei ermittelten relativen
Aktivitdten der immobilisierten SH nach jeder der insgesamt fiinf durchgefiihrten Reaktionen
sind in Abbildung 3.54 dargestellt. Hierbei zeigte sich, dass die Aktivitdt beider Immobilisate
nach jedem Reaktionsdurchlauf kontinuierlich abnimmt. So betrug die relative Aktivitit der
immobilisierten nativen SH bzw. des immobilisierten und mPEGylierten Enzyms nach der
ersten Reaktion zwar noch 100,3 (+ 3,9) bzw. 99,3 (+ 4,2) %. Wihrend der flinften Reaktion
betrug die relative Aktivitdt dann aber nur noch 60,2 (+ 5,3) bzw. 63,7 (£ 5,4) %. Somit kam
es auch im Rahmen der Rezyklierung der kovalent immobilisierten SH zu einer Deaktivierung
der Immobilisate. Da auch bei der Untersuchung der Rezyklierbarkeit der kovalent

immobilisierten SH eine zunehmende mechanische Instabilitit der Amberlite™ FPA54-



Ergebnisse und Diskussion 115

Partikel infolge der permanent wirkenden Scherkrifte zu beobachten war, kann nicht
ausgeschlossen werden, dass daraus ein inaktivierender Einfluss auf die immobilisierte SH
resultierte. Des Weiteren konnte der beobachtete Aktivititsverlust ebenfalls durch das
vorgenommene Waschen der Immobilisate zwischen den einzelnen Reaktionsdurchldufen und

einem damit einhergehenden Enzymverlust hervorgerufen worden sein.
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Abbildung 3.54 Aktivitdt der kovalent immobilisierten nativen [A] und modifizierten [B] SH
wiéhrend der Rezyklierung bei flinf Reaktionsdurchldufen. [0,05 M Tris/HCI-Puffer (pH 8,0),
35°C, 1 mM NAD", 1 uM FMN]

3.45 Zusammenfassung

Durch die kovalente Immobilisierung der SH sollte eine weitere Erhohung ihrer Stabilitét
gegeniiber inaktivierenden Einfliissen erreicht werden, da die kovalente Bindung an einen
geeigneten Triger (Amberlite™ FPA54) gewdhnlich zu einer weiteren Zunahme der Protein-
rigiditdt fiihrt. Optimierungsuntersuchungen ergaben eine maximale Restaktivitdt von 39,3 %
und eine vollstdndige Proteinbeladung der Triager bei einem pH-Wert von 8, einer Glutar-

dialdehydkonzentration von 1 % (v/v) und einem Enzym-Triger-Verhiltnis von 1:2000.
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Zudem geniigte eine sehr kurze Inkubationszeit der Trager mit Glutardialdehyd (0,5 h) als
auch des Enzyms (0,25 h) wéhrend seiner Immobilisierung um diese maximale Enzym-
aktivitdt und Proteinbeladung zu erzielen. Verglichen mit der chemischen Modifizierung mit
mPEG (Kapitel 3.2) und der adsorptiven Immobilisierung (Kapitel 3.3) fiihrte die kovalente
Immobilisierung in allen betrachteten Losemittelsystemen zu einer deutlich stérkeren
Stabilisierung der SH. In diesem Zusammenhang konnten beachtliche Stabilisierungsfaktoren
von bis zu 159 in 10 % (v/v) Isopropanol ermittelt werden. Die zusdtzliche chemische Modifi-
zierung der SH erzielte hingegen keine weitere Enzymstabilisierung, sondern bewirkte
vielmehr eine Abnahme dieser infolge einer mdglicherweise verringerten Enzymrigiditét.
Schlussendlich wurde durch die kovalente Immobilisierung der SH ein duflerst stabiles sowie
rezyklierbares Enzympréparat bereitgestellt, das verglichen mit dem nativen Protein eine
Okonomischere Reaktionsfithrung erlaubt, insbesondere wenn polare organische Losemittel

aber auch ILs eingesetzt werden.

3.5 Einsatz der SH bei der reduktiven Cofaktorregenerierung

Im Anschluss an die Charakterisierung und der daraufhin folgenden Stabilisierung der SH
wurde diese als Regenerierungsenzym fiir den Cofaktor NADH in Kombination mit der
CPCR eingesetzt. Als Modellreaktion diente die asymmetrische Reduktion von Acetophenon
zu (S)-1-Phenylethanol, wobei die Kapazitit der SH anhand des direkten Vergleichs mit dem
derzeit bedeutendsten Cofaktorregenerierungssystem bewertet wurde, der Formiat-
dehydrogenase aus Candida boidinii (FDH) [Patel, 2003, Shaked und Whitesides, 1980, Kula
und Wandrey, 1987]. Zwar existieren gegenwirtig Studien, die die Anwendung der SH bei
der Regenerierung von NADH beschreiben, jedoch erfolgte bislang nie eine Bewertung der
Effizienz dieses Systems und ein Vergleich mit dem etablierten FDH-katalysierten Prozess
[Andersson et al., 1998, Hasumi et al., 1992, Okura et al., 1990, Otsuka et al., 1987, Payen et
al., 1983].

Bei der Wahl der Reaktionsbedingungen der CPCR-katalysierten Reduktion von Aceto-
phenon sollten die in Kapitel 3.1.3 ermittelten pH- und Temperaturverhiltnisse, die zu einer
moglichst hohen Aktivitit bei einer gleichzeitig maximalen Stabilitdit der SH fiihrten,

Berticksichtigung finden, weshalb die Reaktion bei 30 °C und pH 7,5 erfolgte. Diese
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Bedingungen gewihrleisteten zudem eine hohe katalytische Aktivitit der anderen beteiligten
bzw. betrachteten Enzyme, der CPCR und der FDH [Steinsiek, 2006, Bhattacharjee, 2005].
Alle weiteren Reaktionsbedingungen wurden in Anlehnung an die Arbeiten von Steinsiek
gewdhlt [Steinsiek, 2006], wobei die Reaktionsumsitze iiber eine Zeit von 4 Stunden
bestimmt wurden. Neben der Untersuchung der NADH-Regenerierung mit der nativen SH
erfolgte zudem der Einsatz der chemisch modifizierten, der adsorptiv immobilisierten sowie

der kovalent immobilisierten SH unter analogen Reaktionsbedingungen.

3.5.1 Regenerierung von NADH mit nativer SH

Die Untersuchung der Reaktionsumsétze von Acetophenon erfolgte in Abhidngigkeit von der
Konzentration des jeweiligen Cofaktorregenerierungsenzyms, wobei je 1, 2 und 4 U mL™" der

SH bzw. der FDH eingesetzt wurden (Abbildung 3.55).
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Abbildung 3.55 Reaktionsumsdtze von Acetophenon bei variierenden SH- [A] und FDH-
Konzentrationen [B]. [SH/FDH: 1, 2, 4 U mL", 0,35 U mL" CPCR, 0,1 M TEA/HCI-Puffer
(pH 7,5), 30 °C, 45 mM Acetophenon, | mM NADH, 1 mM DTT]
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Wie erwartet, ergab sich fiir beide Cofaktorregenerierungsenzyme eine Abhdngigkeit
zwischen deren Konzentration und der Acetophenonumsétze in definierten Zeitrdumen. So
nahm die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit im Zuge der Erhéhung der SH- bzw. FDH-
Konzentration ebenfalls zu. Fiir das FDH-katalysierte Cofaktorregenerierungssystem befinden
sich diese Resultate in Ubereinstimmung mit den Ergebnissen von Steinsiek [Steinsiek,
2006]. Nach einer Reaktionszeit von 0,5 Stunden betrug der Umsatz bei der hochsten
Cofaktorregenerierungsenzymkonzentration von 4 U mL™ 60,2 (+ 3,3) % fiir das CPCR/SH-
System und 58 (% 2,2) % fiir das CPCR/FDH-System. Das verdeutlicht, dass die Kapazitét der
SH zur Regenerierung von NADH vergleichbar hoch ist wie die der iiblich eingesetzten FDH.
Der Endumsatz der Reaktion erreichte in dem CPCR/SH-System 88,8 (+ 0,3) % und in dem
CPCR/FDH-System 95,4 (+ 4) %, was im Fall der FDH ebenfalls mit den Ergebnissen von
Steinsiek korreliert [Steinsiek, 2006]. Innerhalb der ersten 1,5 Stunden waren bei beiden
betrachteten Regenerierungssystemen vergleichbare Reaktionsumsitze zu beobachten. Diese
stagnierten jedoch im Fall des CPCR/SH-Systems wihrend des weiteren Reaktionsverlaufs,
was sich auf die begrenzte Stabilitdt der SH unter den gewéhlten Bedingungen zuriickfiihren
lasst. Dabei kann angenommen werden, dass es insbesondere infolge der kontinuierlichen
Durchmischung des Reaktionssystems durch den eingesetzten Magnetriihrer zu einer Deakti-

vierung der SH kommt, so wie es beobachtet wurde.

Nach Beendigung der Reaktion nach einer Zeit von 4 Stunden wurden fiir beide Regenerie-
rungssysteme die TTNs bei den verschiedenen Konzentrationen der SH und FDH berechnet
(Abbildung 3.56). Hiebei zeigte sich, dass das SH-katalysierte Regenerierungssystem eine
deutliche hohere TTN erzielt als das FDH-System. So betrug die TTN bei der geringsten
Cofaktorregenerierungsenzymkonzentration von 1 U mL™ 143666 (+ 5450) im Fall der SH
und nur 1685 (£ 14), wenn die FDH zur Regenerierung von NADH eingesetzt wurde. Bei
einer Cofaktorregenerierungsenzymkonzentration von 4 U mL™ erreichte das SH-System eine
TTN von 50199 (+ 180), die 100-fach hoher ist als die der FDH (494 (+ 21)). Aufgrund dieser
Ergebnisse, kann das SH-Regenerierungssystem als das deutlich effizientere ausgewiesen
werden, was auf die deutlich hohere spezifische Aktivitdit der SH im Vergleich zur FDH
zurlickzufiihren ist. In diesem Zusammenhang besall die SH eine spezifische Aktivitidt von

24,2 U mg', wohingegen die der FDH lediglich 0,4 U mg™ betrug. Fiir technische Anwen-
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dungen stellt dieses Ergebnis einen beachtlichen Vorteil dar, da es im Fall der SH deutlich

geringeren Enzymmengen bedarf, um vergleichbare Reaktionsumsétze zu erzielen.
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Abbildung 3.56 TTN [nproduk/NEnzym] der SH und FDH nach Beendigung der Reaktion.
[SH/FDH: 1, 2, 4 U mL", 0,35 U mL"' CPCR, 0,1 M TEA/HCI-Puffer (pH 7.5), 30 °C,
45 mM Acetophenon, | mM NADH, 1 mM DTT]

3.5.2 Regenerierung von NADH mit chemisch modifizierter SH

Die Reaktionsumsitze, die bei der Regenerierung von NADH mit der chemisch modifizierten
SH bestimmt wurden, sind in Abbildung 3.57 dargestellt. Die Regenerierung erfolgte dabei
unter Verwendung einer Cofaktorregenerierungsenzymkonzentration von 4 U mL™'. Wie sich
zeigte, wurden mit der chemisch modifizierten SH zu Beginn der Reaktion vergleichbare
Reaktionsumsdtze wie mit der dquivalenten Konzentration des nativen Enzyms erzielt. So
betrug der Umsatz von Acetophenon nach einer Reaktionszeit von 0,5 Stunden 60,5 (+ 8,4) %
bei der Verwendung der mPEGylierten SH und im Vergleich dazu 60,2 (+ 3,3) %, wenn die
NADH-Regenerierung mit 4 U mL" des nativen Enzyms erfolgte (Kapitel 3.5.1). Im
Gegensatz dazu war der Endumsatz von Acetophenon bei der chemisch modifizierten SH mit
984 (= 1,4) % um 9,6 % hoher als bei der nativen SH (88,8 (= 0,3) %). Diese
Umsatzerhdhung kann auf die erhohte Stabilitét der chemisch modifizierten SH gegeniiber
Scherkréften in rein wissrigen Systemen zuriickgefiihrt werden, wie in Kapitel 3.2.3 bestimmt

wurde.
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Abbildung 3.57 Reaktionsumsatz von Acetophenon unter Einsatz der chemisch modifizierten
SH. [SH 4 U mL™", 0,35 U mL" CPCR, 0,1 M TEA/HCI-Puffer (pH 7,5), 30 °C, 45 mM
Acetophenon, ] mM NADH, 1 mM DTT]

3.5.3 Regenerierung von NADH mit adsorptiv immobilisierter SH

Fiir den Einsatz der adsorptiv immobilisierten SH bei der Reduktion von Acetophenon
wurden die gleichen Reaktionsbedingungen gewdhlt wie bereits bei der Verwendung der
nativen und auch chemisch modifizierten SH. Demnach wurde diejenige Menge an SH-
Immobilisaten eingesetzt, die nach der Immobilisierung eine Restaktivitit von 4 U mL™ auf-
wiesen. Zudem wurden die Immobilisate nach Beendigung der Reaktion nach 4 Stunden
filtriert, gewaschen und bei einer erneuten Reduktion von Acetophenon eingesetzt. Die dabei
erhaltenen Ergebnisse fiir die Reaktionsumsédtze sind in Abbildung 3.58 dargestellt. Anhand
der ermittelten Reaktionsumsétze des ersten Reaktionsdurchlaufs zeigte sich, dass der Einsatz
der immobilisierten SH im Vergleich zur nativen SH zu deutlich geringeren Acetophenonum-
satzen fithrte. So betrug die Menge des umgesetzten Substrats nach einer Reaktionszeit von
0,5 Stunden nur 42,4 (= 3,9) %, was verglichen mit der nativen SH einem um etwa 20 %
geringerem Umsatz entspricht. Auch nach 2 Stunden erreichte der Umsatz nur einen Wert von
62,2 (£ 0,4) %. Beim Finsatz der nativen SH betrug der Reaktionsumsatz zu diesem Zeitpunkt
dagegen schon 87,7 (= 0,8) % und somit ca. 25 % mehr als im Fall der SH-Immobilisate.

Schlussendlich konnte bis zum Abbruch der Reaktion nach 4 Stunden ein Umsatz von 74,7 (+
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1,0) % erreicht werden. Aufgrund der unerwarteten geringeren Umsétze beim Einsatz der
immobilsierten SH wurden des Weiteren Messungen durchgefiihrt, die zeigen sollten, ob es
wihrend der Reduktion von Acetophenon zu Adsorptionserscheinungen der beteiligten
Reaktanden an den eingesetzten Triger Amberlite™ FPA54 kommt. Hiebei ergab sich, dass
sowohl Acetophenon als auch 1-Phenylethanol ungleichmifig am Tréiger adsorbierten, wobei
stetig etwa doppelt so hohe Konzentrationen des entstehenden Produktes adsorbierten im Ver-
gleich zu Acetophenon. Somit kénnen die ermittelten geringeren Umsitze auf Adsorptions-
vorgédnge wihrend der Reaktion zuriickgefiihrt werden. Bei der Durchfithrung der zweiten
Reaktion mit den filtrierten und gewaschenen Immobilisaten wurde nach einer Reaktionszeit
von 0,5 Stunden noch immer ein Umsatz von 36,7 (£ 2,3) % erhalten. Auch zu den darauf-
folgenden Zeiten nahm der Reaktionsumsatz stetig zu und erreichte nach 4 Stunden einen
Wert von 62,2 (£ 2,6) %. Somit konnte gezeigt werden, dass das immobilisierte Enzym ver-
glichen mit der nativen SH eine deutlich hohere Stabilitdt aufweist, um bei einer wiederholten
Anwendung zu nur geringfiigig verringerten Umsédtzen zu fiihren. Aus 6konomischer Sicht
stellt das einen bedeutenden Vorteil fiir technische Anwendungen der SH dar. Die ermittelten

geringeren Umsdtze wihrend der Reduktion von Acetophenon wurden zuvor schon

begriindet.
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Abbildung 3.58 Reaktionsumsatz von Acetophenon beim Einsatz der adsorptiv immobilisier-
ten SH bei zwei aufeinanderfolgenden Reaktionen. [SH 4 U mL'l, 0,35 U mL! CPCR, 0,1 M
TEA/HCI-Puffer (pH 7,5), 30 °C, 45 mM Acetophenon, | mM NADH, 1 mM DTT]
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3.5.4 Regenerierung von NADH mit kovalent immobilisierter SH

Analog zu den Untersuchungen des Einsatzes der adsorptiv immobilisierten SH bei der
Regenerierung von NADH (Kapitel 3.5.3) erfolgte die Verwendung der kovalent
immobilisierten SH bei der Reduktion von Acetophenon. Im Rahmen dessen zeigte sich, dass
anhand der kovalent immobilisierten SH vergleichbare Umsitzen erzielt werden kénnen wie

mit dem adsorptiv immobilisierten Enzym (Abbildung 3.59).
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Abbildung 3.59 Reaktionsumsatz von Acetophenon beim Einsatz der kovalent
immobilisierten SH bei zwei aufeinanderfolgenden Reaktionen. [SH 4 U mL"', 0,35 U mL™
CPCR, 0,1 M TEA/HCI-Pufter (pH 7,5), 30 °C, 45 mM Acetophenon, | mM NADH, 1 mM
DTT]

Wihrend des ersten Reaktionsdurchlaufs wurden Umsétze von 49,4 (£ 1,5) %, 70,9 (= 0,3) %
und 76,8 (= 1,8) % nach einer Reaktionszeit von 0,5, 2 bzw. 4 Stunden bestimmt. Im
Vergleich dazu lieferte der Einsatz der SH-Immobilisate wéhrend des zweiten Durchlaufs
etwas niedrigere Umsitze von 42,2 (+ 2,8) %, 62 (= 4,7) % und 74,9 (£ 4,5) % nach den
entsprechenden Reaktionszeiten. Als Ursache fiir die beobachteten geringen Reaktions-
umsitze, die im Vergleich zur nativen SH bestimmt wurden, sind ebenfalls die in Kapitel
3.5.3 beobachteten unsteten Adsorptionserscheiungen der beteiligten Reaktanden zu nennen.
Schlussendlich konnte auch anhand dieser Resultate gezeigt werden, dass die eingesetzte

kovalent immobilisierte SH ebenfalls eine deutlich erhohte Stabilitdt aufweist. Im Zuge
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dessen lieen sich bei einem wiederholten Einsatz der SH-Immobilisate erneut hohe
Reaktionsumsétze erzielen, was aus 6konomischer Sicht einen beachtlichen Vorteil gegentiber
des Einsatzes des gelosten nativen Enzyms darstellt, da dadurch eine wirtschaftlichere

Prozessfiihrung erlaubt wird.

3.5.5 Zusammenfassung

Es konnte gezeigt werden, dass die native SH ein erfolgversprechender Biokatalysator zur
Regeneration von NADH in asymmetrischen Reduktionen ist, da sie verglichen mit der
konventionell eingesetzten FDH bei nur geringfiigig niedrigeren Endumsétzen bedeutend
hohere TTNs infolge ihrer hoheren spezifischen Aktivitét erreicht. Fiir technische Anwendun-
gen stellt dieses Ergebnis einen bedeutenden Vorteil dar, da im Fall der SH geringere Protein-
mengen notig sind, um vergleichbar hohe Reaktionsumsétze zu erzielen. Wurde die SH in
ihrer chemisch modifizierten Form eingesetzt, gelang es, die Endumsétze um weitere 10 %
auf etwa 98 % zu erhohen, was den mittels der FDH erzielten Reaktionsumsétzen entspricht.
Die adsorptiv sowie die kovalent immobilisierte SH fiihrte zwar aufgrund von unsteten
Adsorptionsvorgidngen der beteiligten Reaktanden am eingesetzten Immobilisierungstriger zu
scheinbar geringeren Umsétzen, jedoch konnte bei deren wiederholtem Einsatz ein vergleich-
bar hoher Endumsatz erzielt werden, was nochmals die erhohte Stabilitit des immobilisierten
Enzyms demonstriert. Es wurde somit ein den industriellen Anforderungen entsprechender
Biokatalysator zur NADH-Regenerierung bereitgestellt, der eine effiziente und somit
Okonomischere Prozessfilhrung erlaubt. Basierend auf diesen Ergebnissen kann ein
technischer Einsatz der SH in industriell bedeutenden Synthesen wie der Produktion von (L)-

tert-Leucin angestrebt werden.
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4 Zusammenfassung

Die 16sliche Hydrogenase aus Ralstonia eutropha H16 (SH) ist aufgrund ihrer Bidirektionali-
tit und ihrer Toleranz gegentiber Sauerstoff ein vielversprechender Biokatalysator zur Rege-
nerierung des Cofaktors NADH. Dieser wird in zahlreichen asymmetrischen Synthesen zur
Herstellung chiraler Hydroxysduren, Aminosduren oder Alkohole durch Oxidoreduktasen
benotigt. Aufgrund des Bestrebens einer Okonomischen Prozessfilhrung in industriellen
Anwendungen bedarf es der Regenerierung von NADH im Reaktionsansatz. Da das gegen-
wartig etablierte Verfahren, das die Formiatdehydrogenase aus Candida boidinii (FDH) als
Cofaktorregenerierungsenzym nutzt, noch immer eine geringe Effizienz besitzt, besteht das
Bestreben ein alternatives Regenerierungssystem bereitzustellen. Ein hydrogenasegekoppeltes
System, welches die SH nutzt, stellt in diesem Zusammenhang eine interessante Alternative
dar. Fir eine solche Anwendung wurde jedoch bislang noch keine umfassende
Charakterisierung, Bewertung sowie eine gezielte Anpassung der SH an die geforderten
Prozessbedingungen vorgenommen. Aus diesem Grund erfolgte in der vorliegenden Arbeit
eine systematische Analyse der SH unter prozessrelevanten Bedingungen sowie die

Untersuchung verschiedener Stabilisierungsstrategien.

Zundchst wurde der Einfluss verschiedener technisch relevanter Parameter auf die Aktivitat
und Stabilitdit der SH ermittelt. Dazu zdhlten die Temperatur, der pH-Wert, verschiedene
Salzionen, organische Losungsmittel, sowie ionische Fliissigkeiten und die mechanische
Beanspruchung in Form von Scherkriften. Dabei zeigte sich, dass die SH eine ausgeprégte
Sensitivitdt gegeniiber einer Vielzahl der untersuchten Einflussgro3en aufweist. So resultierte
aus der Erhohung der Temperatur iiber 35 °C sowie des pH-Wertes iiber 8,0 eine starke
Inaktivierung der SH. Die Gegenwart von Natriumionen fiihrte wiederum zu einer 70 %-igen
Inhibierung des Enzyms, wohingegen Phosphationen eine Verringerung der Stabilitét
bewirkten. Dem gegeniiber besalen Sulfationen einen enzymstabilisierenden Einfluss. Ein
besonders drastischer Aktivitits- und Stabilitétsverlust der SH wurde in Gegenwart der
verschiedener organischen Ldsungsmittel, bei denen es sich um DMF, DMSO und Iso-
propanol handelte, sowie beim Zusatz verschiedener ionischen Fliissigkeiten (ILs) ermittelt.
[MTEOA][MeSO,] bildete dabei eine Ausnahme, da die SH bei Zugabe dieser ionischen

Fliissigkeit bedingt stabilisiert werden konnte. Wurde die SH einer mechanischen Beanspru-
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chung ausgesetzt, zeigte das Enzym dagegen abermals eine rapide Deaktivierung. Im
Weiteren wurde anhand des design of experiments (DOE) die gegenseitige Beeinflussung der
Temperatur und des pH-Wertes hinsichtlich derer Effekte auf die Aktivitdt und Stabilitdt der
SH untersucht. Dies sollte vorrangig der Bestimmung geeigneter Tempartur- und pH-
Bedingungen dienen, die zu einer mdglichst maximalen Enzymaktivitit bei einer gleichzeitig
hohen Stabilitdt der SH fiihren. Hierbei zeigte sich, dass die Reaktionstemperatur nicht ober-
halb von 30 °C und der pH zwischen 7,4 und 7,9 liegen sollte. Da die Zugabe von organi-
schen Losungsmitteln sowie von ILs zu einer drastischen Deaktivierung der SH fiihrte, viele
technische Anwendungen die Gegenwart dieser Medien jedoch erfordern, wurden im weiteren

Verlauf verschiedene Strategien zur Stabilisierung des Enzyms untersucht.

Durch chemische Modifizierung der freien Aminogruppen der SH wurden zunichst die
chemischen Funktionalitidten auf der Proteinoberfliche verandert, um diese gegeniiber Inter-
aktionen mit Losungsmitteln abzuschirmen. Die Modifizierung der SH mit mPEGsq fiihrte
bei einem Enzym-mPEG-Verhiltnis von 1:500 zu hohen Restaktivititen von 91 %. Zudem
konnte die zuvor beobachtete ausgeprigte Sensitivitit des Enzyms gegeniiber polaren
organischen Losungsmitteln deutlich verringert werden. Dabei konnte die Aktivitit der SH
um ein bis zu 3,4-faches und die Enzymstabilitdt um ein bis zu 5-faches in den untersuchten
LM-Wasser-Gemischen erhoht werden. Dariiber hinaus konnte eine signifikante Aktivitéts-
steigerung um bis zu 46 % in IL-Wasser-Gemischen erzielt werden. Hinsichtlich der Halb-
wertszeit der SH in den untersuchten IL-Wasser-Gemischen war dagegen keine Veridnderung
zu beobachten, was auf einen alternativen Mechanismus der Deaktivierung der SH durch die
Zugabe von ILs verglichen mit dem in Losungsmittel-Wasser-Gemischen hindeutet. In rein
wassrigen Medien war ebenfalls nur die Erhdhung der mechanischen Stabilitit des Enzyms zu

beobachten.

Anhand der adsorptiven Immobilisierung wurde die SH {iber verschiedene nicht-kovalente
Wechselwirkungen an einen geeigneten Triger, bei dem es sich um das anionische Harz
Amberlite™ FPA54 handelte, gebunden. Dadurch sollte die Proteinrigiditit erhdht werden,
um in der Folge eine Stabilisierung gegeniiber deaktivierenden Einfliissen zu erreichen und
zugleich ein rezyklierbares Enzympréparat bereitzustellen, was wiederum einer 6konomische-

ren Prozessfilhrung bei moglichen technischen Anwendungen der SH dient. Optimierungs-
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untersuchungen ergaben eine maximale Restaktivitdt von 48,9 % und eine Proteinbeladung
von 93,4 % bei einem Enzym-Triger-Verhéltnis von 1:2000 und einem pH-Wert von 8.
Dariiber hinaus kam es in keinem der untersuchten Medien zu einem leaching der SH, was in
technischen Anwendungen von Vorteil ist. In rein wéssrigen Medien und in jedem der
untersuchten organischen Losungsmittel zeigten die Immobilisate eine signifikant hohere
Halbwertszeit als die native SH. Dabei wurden in rein wissrigen Medien Stabilisierungs-
faktoren von bis zu 2,4 und in organischen Losemitteln bis zu 7-fach erhdhte Halbwertszeiten
bestimmt. Fiir die Immobilisierung der zuvor chemisch modifizierten SH ergaben sich vor
allem in DMF, DMSO und Isopropanol additive Effekte, die zu einer weiteren Erhohung der
Enzymstabilitit fiihrten. In diesem Zusammenhang konnten beachtliche Stabilisierungsfakto-
ren von bis zu 23 erreicht werden. In den analysierten IL-Wasser-Gemischen konnten zwar
verbesserte Enzymaktivititen erreicht werden, jedoch lieferte die Untersuchung der Stabilitét
der SH-Immobilisate in diesen Medien diverse Resultate, die auf keine eindeutige Enzym-

stabilisierung schlieen lieBen.

Mittels kovalenter Immobilisierung der SH sollte eine weitere Erhohung ihrer Stabilitét
gegeniiber inaktivierenden Einfliissen erreicht werden, da die kovalente Bindung an einen
geeigneten Triger (Amberlite™ FPA54) zu einer weiteren Zunahme der Proteinrigiditit fiihrt.
Optimierungsuntersuchungen ergaben eine maximale Restaktivitit von 39,3 % und eine
vollstédndige Proteinbeladung der Immobilisate bei einem pH-Wert von 8, einer Glutardialde-
hydkonzentration von 1 % (v/v) und einem Enzym-Triger-Verhéltnis von 1:2000. Die kova-
lente Immobilisierung der SH fiihrte in jedem der untersuchten Medien zu einer beachtlichen
Stabilisierung der SH. Dabei konnten Stabilisierungsfaktoren von bis zu 159 erreicht werden.
Die zusitzliche chemische Modifizierung der SH erzielte hingegen keine weitere Enzym-
stabilisierung, sondern bewirkte vielmehr eine Abnahme dieser infolge einer verringerten

Enzymrigiditat.

Abschliefend wurde die SH als Cofaktorregenerierungsenzym bei der durch die Carbonyl-
reduktase aus Candida parapsilosis (CPCR) katalysierten Reduktion von Acetophenon einge-
setzt, um die Regenerierung von NADH zu katalysieren. Die Effizienz des hydrogenase-
gekoppelten Regenerierungssystems wurde anhand des direkten Vergleichs mit der FDH

ermittelt. Dabei zeigte sich, dass mittels der SH zwar geringfiigig niedrige Endumsétze jedoch
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bis zu 100-fach hohere TTNs erzielt werden. Fiir technische Anwendungen stellt das einen
bedeutenden Vorteil dar, da im Fall der SH geringere Proteinmengen noétig sind, um
vergleichbar hohe Reaktionsumsitze zu erzielen. Mithilfe der stabilisierten mPEGylierten SH
gelang es, die Endumsédtze um weitere 10 % auf etwa 98 % zu erhdhen. Die adsorptiv sowie
die kovalent immobilisierte SH fiihrte zwar aufgrund von Adsorptionsvorgingen der
beteiligten Reaktanden am eingesetzten Immobilisierungstriger zu scheinbar geringeren
Umsitzen, jedoch konnten bei deren wiederholtem Einsatz vergleichbar hohe Endumsitze
erzielt werden. Somit wurde ein, den industriellen Anforderungen entsprechendes
Enzympriparat bereitgestellt, dessen hohe Effizienz sowie Stabilitit einen 6konomischeren

Prozess der NADH-Regenerierung ermoglicht.
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