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Zusammenfassung 1

Zusammenfassung

Lipasen sind esterolytische Enzyme, welche vorzegsavan Lipid/Wasser Phasengrenzen
aktiv sind. Von grof3er Bedeutung sind diese Bidlgatdoren bei etablierten industriellen
Prozessen, wie z.B. in der Nahrungs- und Futteetmttustrie sowie der Herstellung von
Detergenzien oder als Additiv in Waschmitteln. Ned@wendungsgebiete, wie die
Produktion von Feinchemikalien fir die Pharma- #gtarindustrie sowie die Herstellung
von Biodiesel stellen Herausforderungen dar. Genadten letztgenannten Industriezweigen
konkurrieren biokatalytische Prozesse stark mitk@m@mlichen chemischen Verfahren.
Vergleichend in Hinsicht auf Umwelt- und Sicherbagpekte sowie der Effizienz werden die
konservativen Prozesse meist von den innovativersdifmngen geschlagen, allein die
Herstellungskosten von Enzymen behindern oftmaisregrof3technischen Einsatz. Um die
Kosten fur den Einsatz des Biokatalysators zu mgmem, wurden drei Ansatzpunkte
bearbeitet.

Bei der Herstellung von Lipasen oder anderen Enmymerch Mikroorganismen fallen
Investitions- und Betriebskosten an. Investitiorstko werden malRgeblich vom
Reaktordesign und dessen Grél3e bestimmt, wob@etreebskosten zum Beispiel durch den
hohen Einsatz von Energie und Zeit bei der Statib® sowie teuren Medienbestandteilen
festgesetzt werden. Eine Verbesserung des Reakignde sowie der Ausschluss der
Sterilisation von Kultivierungseinheit und —mediwgollen dazu betragen die Gesamtkosten
zu minimieren, um somit den Enzympreis zu senkears éieser Zielstellung heraus wurde in
vorhergehenden Arbeiten der Arbeitsgruppe ein sgkk Kultivierungsverfahren mit
minimierter Steriltechnik entwickelt. Die Wahl deierter Kultivierungsbedingungen, welche
sich aus I) aerobem Wachstum, Il) bei Temperatumn21 °C, lll) Pflanzendl als alleinige
Energie- und Kohlenstoffquelle, 1V) Mineralsalzmeai als Wachstumsgrundlage, V) einem
pH von 3 bis 4 sowie VI) Nitrat als Stickstoffquellzusammensetzen, tben einen
Selektionsdruck aus, welche das Wachstum einerkRigim erlaubt. Unter den gewahlten
Wachstumskriterien waPhialemonium curvatum AWO02 aus Kompost isoliert und im 100-I-
Maflstab erfolgreich monoseptisch kultiviert wordém. Rahmen der vorliegenden Arbeit
wurde eine Mal3stabsvergrof3erung, ein sogenanntede,8p“ des Systems, auf ein Volumen
von 350 | durchgefiihrt. Die robuste Selektivitas dailtivierungssystems im 100-I- und 350-
[-MafR3stab wurde in 13 individuellen Laufen UberesirKultivierungszeitraum von acht bis
zwolf Tagen gezeigt. Lipaseaktivitat konnte in mall2urchgdngen nachgewiesen werden. Der

MikroorganismusP. curvatum AWO02 sowie dessen extrazellulare Lipasen, wurdariedl



Zusammenfassung 2

charakterisiert. Dabei zeigte sich, dad8. curvatum AWO02 mindestens eine
zellwandgebundenen Lipase sekretiert, wobei diggdytische Aktivitat im sauren Bereich
zeigt. Es wurde weiterhin gezeigt, dass das sekelultivierungsverfahren mit minimierter
Steriltechnik das alleinige Wachstum weiterer beken Mikroorganismen, wie z.B.
Aspergillus niger, Botrytis cinerea oderYarrowia lipolytica begunstigt.

Der zweite Ansatzpunkt zur Kostenminimierung iste dWiederverwendung sowie
Stabilisierung des Enzyms durch ImmobilisierungneEFixierung von Enzymen benotigt
intensive Entwicklungsarbeit, welche die Erfordesa der biokatalytischen Umsetzung, die
Eigenschaften des Biokatalysators sowie des ewgriudragermaterials bertcksichtigen
muss. Auf Grundlage dieser Problemstellung wurde d&nmobilisierungsverfahren
entwickelt, das auf der Einbettung wasserfreieryarmraparate in ein Polymer-Harz basiert.
Dieses Enzym-Polymerharz-Gemisch kann auf Oberfféchmit unterschiedlichen
physikalischen oder chemischen Eigenschaften atdgbhbwerden. Als Modellenzym wurde
die robuste, Co-Faktor unabhéngige, monomBnermomyces lanuginosus Lipase (TLL)
genutzt. Die Immobilisierung mittels wasserfreiemmiiettungsverfahren konnte erfolgreich
mit Aktivitaten von bis zu 250 mU/cm? beschichte@erflache gegenlber Nitrophenyl-
Palmitat (pNPPalm) nachgewiesen werden. Vergleith&murden in einem Standard-
Immobilisierungsverfahren auf Grundlage von amiaoktionalisierten Oberflachen und
anschlieBender kovalenter Fixierung der TLL, lipgighe Aktivitaten von 4 muU/cm?
Oberflache gegenuber pNPPalm erreicht. Die Co-Faltbangige und unter nativen
Bedingungen als Homotetramer vorliegende Threordolase ausAshbya gossypii wurde
als zweites Beispielenzym in dem wasserfreien Einbgsverfahren eingesetzt. Die Enzym-
Polymerharz Reaktionseinheiten zeigten eine Aldivivon 90 muU/cm? beschichteter
Oberflache gegentber dem Sustratanalogon DL-TBrBbenylserin. Somit konnte gezeigt
werden, dass das neuartige wasserfreie Einbettarfghven auf verschiedene Enzyme mit
unterschiedlicher Komplexitét erfolgreich anwendisar

Der dritte Ansatzpunkt ist die Entwicklung eines agtitativen Mikrotiter-Lipase-
Nachweissystems. Lipasen sind an Lipid/Wasser @éaten aktiv, wobei sich verschiedene
Faktoren, wie z.B. Adsorption an der PhasengrelPeejuktbildung, sowie Produktdiffusion,
auf eine verlassliche quantitative Aktivitatsbestiong auswirken kdnnen. Verschiedene
labor- und zeitintensive Verfahren weisen lipolgtis Aktivitdt nach. Im Verlauf eines
Auswahlprozesses bei dem letztendlich eine Lipaseindustriellen Mafistab eingesetzt
werden soll, sind Methoden zur Bestimmung der Lap&svitat, sowie zur Charakterisierung

notwendig. Wird ein schnelles und einfaches Lipdaehweissystem etabliert, kbnnte dieses
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zur Kostenminimierung beitragen. Eine quantitatidethode zur Bestimmung von
Lipaseaktivitat, welche innerhalb einer Stunde evi®lroben parallel auf Grundlage eines
Triglyzerid-Wasser-Zweiphasensystems analysierennkast bisher nicht bekannt. Aus
diesem Grund wurde ein turbidimetrisches LipaselMaissystem im Mikroliter-Mal3stab,
basierend auf einer 1 % (v/v) Tributyrinemulsiortvaokelt. Die Emulsion wurde durch Agar
in 96-well Mikrotiter Platten stabilisiert. DurchedHydrolyse des Tributyrins kommt es zu
einer kontinuierlichen Klarung, welche mittels Speghotometer bei 595 nm verfolgt
werden kann. Das Auftragen variabler Mengen desélleazyms TLL zeigte eine direkte
Abhangigkeit zwischen Lipasekonzentration und Abnah der Extinktion. Die
Detektionsgrenze lag bei 20 ng aktivem Enzym preitd wobei sich bei bis zu 200 ng
Enzym pro Kavitat eine lineare Extinktionsabnahme Peiteinheit zeigte. Eine eingehende
Charakterisierung ergab, dass ein Substratibersdmid % (v/v) Tributyrin vorliegt. Somit
kann das turbidimetrische Mikrotiter-Lipase-Nachsggistem zur Quantifizierung
lipolytischer Proben eingesetzt werden.

Das selektive Kultivierungsverfahren mit minimier&teriltechnik tragt das Potential, robust
und einfach, unter kostenminimierten Bedingungeaylre herzustellen. Um eine hohere
Enzymproduktion zu erhalten, musste im nachsterritbahnit gentechnischen Mutanten
gearbeitet werden. Das Minimalmedium sollte dens&in von Komplementationsmarkern
erlauben, welches ein weiterer Vorteil gegenibertenéiblichen dominanten Markern ware.
Fur das wasserfreie Einbettungsverfahren von Enaymede gezeigt, dass auch komplexere
Enzymsysteme nach der Immobilisierung Aktivitatgesi. Dies erdffnet die Option flr eine
breite Anwendung, beispielsweise die immobilisiekembination zweier oder mehrerer
Enzyme, die Ublicherweise als Enzymmischung zu dimlgtischen Prozessen zugesetzt
werden, wie zum Beispiel Zellulase. Zukinftig wame untersuchen, ob bei der
Polymerisierung der Harze kovalente Bindungen zZwasc Trager und Enzym geknipft
werden oder eine Einbettung stattfindet. Die sdbnelnd einfache Quantifizierung
lipolytischer Aktivitdt in einem multiplen Paralleisatz ist eine Bereicherung fir
wissenschatftliche, diagnostische und industriellas&zgebiete. In Folgeuntersuchungen
ware die Ursache der Trubungsklarung zu ermittehopei sich die Frage nach der
Loslichkeit aller Hydrolyseprodukte stellt.

Insgesamt konnte mit den bearbeiteten TeilgebideEmEnzymtechnologie ein Beitrag zur
Weiterentwicklung der Anwendung von Lipasen erbtaskerden, der auch interessante

wissenschaftliche Perspektiven bietet.
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Summary

Lipases are esterolytic enzymes preferring thelApater interface for activity. They are of
interest in industrial processes, i.e. dietary fowdtl industry, the production of detergeats
well as additives for cleaning agents. The appboain other industrial fields, such as the
production of fine chemicals for pharmaceutical agdo-chemical usage and the production
of biodiesel, is still a challenge. Especially e tlast mentioned industrial areas biotechnical
processes compete with traditional chemical methibdise efficiency, the ecological as well
as safety aspects are compared, the conventicoetgses are beaten by the innovative ones.
Solely the high production costs of enzymes mokihder the application of enzymes in
industrial processes. Therefore three aspects stedted to minimize the costs for the usage
of a biocatalyst.

During the production process of lipases or otherymes capital and operating costs are
accumulated which in turn determine the sellinggmf an enzyme. Reducing the expenses
will lead to a decrease in enzyme costs. The dagpts are mainly determined by the reactor
design and dimension. Energy and time consuminglesteechnique as well as expensive
media components are increasing the operating.dostsevious experiments of the working
group a selective cultivation system with minimizgdrile technique to reduce the mentioned
expenses was developed. Defined cultivation cambtifavor the growth of a monoseptic
culture: 1) aerobic, 1) 21 °C, Ill) plant oil asnergy and carbon source, IV) mineral salt
media, V) pH 3 to 4, and VI) nitrate as nitrogenirse. The chosen growth limitations were
used to isolatePhialemonium curvatum AW02 from a compost pile. It was successfully
cultivated in 100-I-scale as a monoseptic cultimehe presented thesis it was shown that a
scale up to a culture volume of 350 | was possiBlgbustness of the cultivation system in
100-I- and 350-I-scale was confirmed by 13 indiadwns during cultivation periods of eight
to twelve days. Lipase activity was proven in eagh. The microorganisni®. curvatum
AWO02 as well as its extracellular lipases were iplyt characterized. It was shown that
curvatum AWO02 secretes a minimum of one cell wall assodidipase. Furthermore it is
lipolytically active at low pH. The growth of furth well-known microorganisms such as
Asperillus niger, Botrytis cinerea and Yarrowia lipolytica, in the cultivation system with

minimized sterile technique was possible.
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A second approach to minimize the costs was theseeand stabilization of enzymes by
immobilisation. The fixation of biocatalysts imgdientensive work where the requirements of
the process, the needs of the biocatalyst as vgelbfathe potential scaffold need to be
considered. Therefore, an immobilisation method wesgeloped which was based on the
entrapment of water-free enzyme preparations imlgngeric resin. The enzyme/polymeric
resin mixture can be applied on different surfac@aying in physical and chemical properties.
As model enzyme the robust, co-factor independemi @nonomeric Thermomyces
lanuginosus Lipase (TLL) was used. The immobilisation by wdtee entrapment was
successfully carried out. Activities of up to 250Jfoam?2 coated surface were determined
using p-nitrophenyl-palmitate (pNPPalm) as substrate. loomparative study, where TLL
was covalently linked to an amino-functionalizedface, activities of up to 4 mU/cm? surface
using pNPPalm were reached. As a second examptard@nine aldolase @&shbya gossypii
was used for water-free entrapment. The main diffee to TLL is the co-factor dependency
and the homotetrameric superstructure of the thineocaldolase. The enzyme/polymeric resin
reaction units showed an activity of up to 90 mWamated surface using the substrate
analogue DL-threg#phenylserine. Concluding to these results, the Iyneevolved
immobilisation method on the basis of water-fredragment is applicable on enzymes
varying in their complexity.

The third approach was the development of a quivet turbidity assay in microliter-scale
for lipolytic enzymes. Lipases are active at th@dliwater interface. Due to the complex
substrate structure on the interface and its infiieg factors such as adsorption to the
interface, product release and diffusion, a quatitg determination of activity is difficult.
Many laboratory- and time-intensive methods detemg lipolytic activity had been
developed. A quantitative analysis which is fastl aeliable for many samples in parallel
using an interfacial system (triglyceride/waterhat known.Therefore ajuantitative turbidity
assay in microtiter plates was established. Bdgjcall % (v/v) tributyrin/water emulsion
was stabilized with agar in the cavities of a 98hwacrotiter plate. Hydrolysis of tributyrin
causes a continuous clearing which can be follo@edb95 nm by spectrophotometry.
Different amounts of the model enzyme TLL showedir@ct dependency between lipase
concentration and decrease of extinction. The tletedimit was 20 ng active enzyme per
well. Thereby, a linear decrease of extinction sfaswn up to 200 ng enzyme per cavity. A
detailed characterization proved that substrateessxds given at 1 % (v/v) tributyrin.
Therefore the turbidity assay in microtiter platem be used to quantitatively determine

lipolytic enzymes.
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The selective cultivation system with minimizedri¢etechnique has the potential to produce
enzymes under simple, robust and cost-reduced womsli A next step would be the use of
genetically modified microorganisms to reach a Brgénzyme production. The mineral salt
media would allow the use of complementation markehich is an advantage to the usually
applied dominant markers. The water-free entraprmeethod for the immobilisation of
enzymes is applicable for complex enzyme systerawislg still activity. Therefore, a much
broader application of the newly developed systenpassible. An example would be the
combined fixation of two or more enzymes which ypitally added as enzyme mix to a
biocatalytic process, e.g. cellulase. In futureezkpents the polymerization reaction of the
resin could be investigated. Until now it is assdntieat an entrapment of the enzyme is
taking place, but a covalent linkage between rasith enzyme during polymerization would
be possible, too. The fast and simple quantificatb lipolytic activity in a multiple parallel
performance is important for scientific, diagnosand industrial purposes. Using the
developed turbidity assay in microtiter plates foe characterization of lipase activity in
presence of positive or negative effectors, effer@int metal ions or detergents would also be
possible. Subsequent studies should give an ideat dbe cause of clearance of turbidity. If
the solubility in water of each hydrolytic produstsufficient a clearance is not dependent on
total hydrolysis.

Different aspects of enzyme technology were in fes of the presented work. In each
section a contribution to further increase the @pgibn of lipases was made. Additionally,

interesting scientific questions arose from thewssion of these results.
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1. Einleitung

Lipasen (EC 3.1.1.3) gehoren in die Enzymklasse Higdrolasen und katalysieren die
Spaltung von Estern, vorrangig mit langkettigentggetren (>10 Kohlenstoffatome), welche
wasserunléslich sind, wie zum Beispiel Triglyzerid#daegeret al., 1999). Neben der
Hydrolyse von Esterbindungen und der Ruckreaktuer, Veresterung, kénnen sie auch
Umesterungen katalysieren (Houde al., 2004). Lipasen teilen mit anderen Enzymen
folgende Vorteile: 6koeffiziente Reaktionsbedingamgei atmosphéarischem Druck, milden
Temperaturen und pH sowie Aktivitat im Losungsnhitféasser (Sheldon, 2007). Weitere
Eigenschaften, welche sie fur die industrielle Andieng ganz besonders interessant machen
sind ihre Stabilitdt in organischen Losungsmittebowie ihre hohe Enantio- und
Regioselektivitat und die Substratspezifitat urelektivitat. Des Weiteren benétigen Lipasen
haufig keine Co- Faktoren und sind grenzflachenmaktbwohl Ausnahmen bestatigt wurden
(Hanefeldet al., 2009; Bornscheuer und Kazlauskas, 2006).

Diese aul3erordentlichen Eigenschaften geben Lipaserhohes Potential, um industriell
eingesetzt zu werden (Treichel, 2010). Die Hauptarungsgebiete sind mit 32 % aller
verkauften Lipasen die Nahrungsmittel- und Detergamndustrie (Sharma, 2002). In der
Nahrungsmittelindustrie werden sie zum Beispiel tder Herstellung von strukturierten
Lipiden eingesetzt, wobei natiirliche Fette und idldéarer molekularen Zusammensetzung so
verandert werden, dass die ernahrungsphysiologiscimel physikalischen Eigenschaften
verbessert werden (Dewt al., 2008). Ein kommerzielles Beispiel ist Betdfbl ein
strukturiertes Lipid aus Palmol, welches humanesa&milch zugesetzt wird. Humanes
Milchfett besteht aus Triglyzeriden, welchean? Position eine gesattigte Fettsdure tragen.
Zu 70 % ist das Palmitinsdure (C16), wohingegensah und sn3 Position vorrangig
ungesattigte Fettsauren gebunden sind. Bei pflameti Fetten ist die Verteilung von
gesattigten und ungesattigten Fettsauren am GhyRdickgrat entgegengesetzt. Die aul3eren
Fettsauren des Milchfettes werden durch die patikote Lipase spezifisch gespalten. Es
wird angenommen, dass die freien Fettsduren soweead sn2 Position des Glyzerins
gebundene Palmitinsdure direkt durch die Enterozyte den gastroenteralen Bereich
aufgenommen werden. Weiterhin gibt es Hinweises di@se Palmitinsdure nicht effektiv in
die Blutbahn aufgenommen wigdoudeet al., 2004; Soumanoet al., 2013).
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Fur Sauglinge, die mit humaner Ersatzmilch ernéerden, kdnnte somit die Verteilung der
spezifischen Fettsauren an den entsprechendenoResitdes Glyzerins bedeutend fur die
gute Versorgung mit Fetten sein. Wichtig ist des,Fette die Hauptenergiequelle in diesem
Stadium der Entwicklung sind (Houeeal., 2004; Soumanoet al., 2013).

In der Detergenzien-Industrie wird seit 1994 dagpBrat Lipolase’ von Novo Nordisk
(Danemark) verschiedenen Waschmitteln zugesetztdienReinigungsleistung zu steigern.
Lipolasé™ besteht aus der iAspergillus oryzae rekombinant hergestelltefihermomyces
languginosus Lipase (TLL) (Adrio und Demain, 2003; Hasetrel., 2006).

Potentielle industrielle Einsatzgebiete flr Lipasand zum Beispiel die Herstellung von
Feinchemikalien fur Pharma- und Agrarindustrie, Hierstellung von Biodiesel sowie die
Abwasserbehandlung (Houdeal., 2004).

Allgemein ist die Nachfrage nach geeigneten Lipaseder Fett- und Olindustrie groRR. Im
Jahr werden circa 60 Millionen t pflanzliche Oleguziert, von denen 2 Millionen t in freie
Fettsauren und Glyzerin zur weiteren industrieNearwendung gespalten werden (Hasan
al., 2006). Drei Wege werden zurzeit genutzt: 1) ddampfspaltung unter hohen
Temperaturen (240-260 °C) und Druck (70 bar), 1§ alkalische Hydrolyse sowie IIl) die
enzymatische Hydrolyse. Bei den beiden erstgenanpitgsikalisch-chemischen Verfahren
entstehen instabile Zwischenprodukte und Abféallelche nachfolgende Reinigungsschritte
nétig machen. Des Weiteren konnen hitzeempfindliéble nicht in diesen Verfahren
gespalten werden, da sie zum Zerfall der kompleiMertekile oder zur Polymerisierung
neigen. Diese Argumente wirden fUr einen intensiveétinsatz von Lipasen sprechen. Eine
lange Prozessdauer von zwei bis drei Tagen undasr noch kostenintensive Enzym sind
die Gegenargumente (Hasaral., 2006; Murtyet al., 2002).

Um das Anwendungsspektrum von Lipasen zu erweitemn auf dem Weg von der Suche
nach der geeigneten Lipase bis zum industriellensdz bei verschiedenen Schritten
angesetzt werden, um insgesamt eine Kostenminimgeru erzielen (Abbildung 1.1; nach
Cantoneet al., 2013).
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Industrieller Prozess

Gewinnung und Aufreinigung
des Produktes

Selektion des Biokatalysators

Anwendung un::l Verbesserung Charakterisierung des
des Biokatalysators Biokatalysators

Produktion des Biokatalysators

Abbildung 1.1: Entwicklungsschritte von der Selektion eines geeigneten Biokatalysators bis zu dessen
Einsatz in einem industriellen Prozess. Drei Teilschritte in der stetig fortschreitendendudaher zyklisch
dargestellten Entwicklung eines biokatalytischenzBsses (grin) wurden naher betrachtet. Angepasst n
Cantoneet al. (2013).

Obwohl in einigen industriellen Sparten schon eé¢at)l steht der Einsatz von Lipasen in
anderen Industriezweigen, z.B. der Herstellung vérinchemikalien oder der
Biodieselproduktion in Kostenkonkurrenz zu herkoémshen chemischen Verfahren (Cantone
et al., 2013). Ein Ansatzpunkt, um die Waagschale imiicg Biokatalyse zu bewegen, ist
die kostengunstige Produktion mikrobieller Lipassfittlerweile gibt es eine Auswahl an
Kultivierungsmethoden zur Lipaseproduktion. Entspende Medien, welche zur
Optimierung der Lipaseherstellung beitragen, simdeichend beschrieben (Treichetl al.,
2010). Die Lipaseproduktion findet generell in @m&omplexen Kultivierungssystem unter
sterilen Bedingungen von bis zu 2000 | Kultiviersmglumen statt (Fickerst al., 2005). Fur
die Inbetriebnahme einer solchen Kultivierungseiinfi&len hohe Investitionskosten an,
welche oft schon ein Hindernisgrund flir den Baueeisolchen Anlage sind. Bei der
Kostenfestsetzung in diesem Bereich nimmt das Reddésign, bei dem Material und GroR3e
ausschlaggebende Punkte sind, eine wichtige Rimlldbes Weiteren sind die Betriebskosten
fur die Produktion eines Biokatalysators ein wigh Entscheidungskriterium zum Bau einer
Anlage (Klein-Marcushamest al., 2012). Diese gemeinsamen Kosten definieren deis P
fur den Biokatalysator, der abhangig vom gewunscitezess nur einen geringen Teil des
letztendlichen Produktpreises ausmachen darf (Bgtwaet al., 2011).
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In vorhergehenden Arbeiten wurde in Senftenbergkeiltivierungssystem etabliert, welches
durch selektive Kultivierungsbedingungen (l. aesoWéachstum, Il. bei Temperaturen von 21
°C, lll. Pflanzendl als alleinige Energie- und Kehstoffquelle, IV. Mineralsalzmedium, V.
Kultivierung bei pH 3 bis 4, VI. Nitrat als Stickdtquelle) das Wachstum einer Monokultur
beginstigt. Die Wahl des Reaktionsgefal3es, 200mM BDO | Polypropylen-Gefal3 anstelle
von Stahlbehéltern sowie eine pneumatische Durdimigy anstelle eines Rihrsystems,
sollten die Investitionskosten senken. Mit Einspagreines Rihrsystems kdnnten gleichzeitig
Energiekosten durch den Wegfall einer Kiilhlungsantagimiert werden. Eine Verringerung
der Betriebskosten sollte durch die Kultivierungdiem selektiven Minimalmedium erreicht
werden. Dieses bietet verschiedene Vorteile 1) &kelngabe komplexer Medienbestandteile
sowie Il) Senkung des Energieeintrages, da eindiSation des Mediums entfallt.

Unter den gewahlten Selektionskriterien konnte &lamentéser Pilz, Phialemonium
curvatum AWO02, aus Kompost isoliert werden. Dieses Isolalites durch das gewahlte
Selektionskriterium Pflanzendl als alleinige Energind Kohlenstoffquelle mindestens eine
extrazelluldre Lipase synthetisieren. Da diese Erwzyielseitig einsetzbar sind und das grol3e
Potential fir weitere industrielle Anwendungen hgbeurden der Mikroorganismus sowie
dessen extrazellulére Lipasen eingehender bettachte

Ein weiterer Ansatzpunkt, um die Kosten fir densiz von Lipasen zu minimieren ist die
Wiederverwendung. Diese kann durch eine Immobilisig erreicht werden. Zuséatzliche
positive Effekte sind oftmals eine gesteigerte Bitabbesonders fur Langzeitprozesse und
deren chemische und physikalische Bedingungenzwie Beispiel mechanische Belastungen
durch Rihren, organische Losungsmittel sowie statke oder alkalische pH-Werte (Guisan,
2010). Trotz dieser Vorteile beruhen nur circa 15dé6 grofRtechnischen biokatalytischen
Prozesse auf immobilisierten Enzymen (Straa#toél., 2002). Zum gro3en Teil liegt es
daran, dass durch die Immobilisierung Mehrkostertstehen, zum einen fur die
laborintensive Entwicklung sowie fur die letzteotie Herstellung des Préparates durch
Material- und Zeiteinsatz. Obwohl eine Fille vomiobilisierungsmethoden existiert, gibt es
keine universelle, welche ohne zeitintensive Arlaeif verschiedenste Enzyme angewandt
werden kann (Cao, 2005). Aus diesem Grund wurdeietesml auf der Analyse
verschiedenster Immobilisierungsverfahren eine neédethode zum Einschluss von

wasserfreien Enzympréparaten in einem Polymerhatize®twickelt.
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Fur die Wahl einer fir industrielle Prozesse geelign Lipase werden zum grof3ten Tell
Enzyme mikrobiellen Ursprunges genutzt, da sieaeimér und zuverlassiger produzierbar
sind, als die entsprechenden Lipasen tierischen pitenzlichen Ursprungs (Houds al.,
2004; Hasarmt al., 2006). Lipasen aus Pilzen sind am besten chaisiki¢ (Sangeethet al.,
2011). Seit den 1980er Jahren verzeichnet man et@mligen Anstieg der verfigbaren
Lipasen, was auf eine grof3e Nachfrage hinweisti¢fietet al., 2010). Da bisher <1 % der
Mikroorganismen im Labormaf3stab kultiviert und ceEnzyme identifiziert worden, kdnnte
geschlussfolgert werden, dass potentielle Lipasenspezielle Anwendungen noch nicht
bekannt sind (Hanefelet al., 2009). Um das Potential einer Lipase abzuschaaeme diese
zu charakterisieren, existiert eine Fulle an LipAseay- und Screening-Systemen. Je nach
gesuchter Eigenschaft des Biokatalysators miusgsearbkits- und kostenintensive Methoden
angewandt werden (Guptat al., 2003; Beissoret al., 2000; Hasaret al., 2009). Ein
guantitatives Lipase-Nachweissystem, bei welcherhreme parallele Proben in kurzer Zeit
auf Grundlage eines Triglyzerid-Wasser-Zweiphasstesy analysiert werden, ist zurzeit
nicht bekannt. Aus diesem Grund wurde ein Mikrotitppase-Nachweissystem auf
Grundlage einer Tributyrin/Wasser Emulsion, stakalit mit Agar, entwickelt.

Bevor es zum Einsatz einer Lipase in einem indeln Prozess kommt, missen
verschiedene Entwicklungsschritte durchlaufen wer@ebildung 1.1). In der vorliegenden
Dissertation wird aufgezeigt, wie an drei diesehr@ (der Produktion, Verbesserung des
Biokatalysators durch Immobilisierung sowie der @ifezierung und Charakterisierung der
Lipase) gearbeitet wurde, um den industriellen &ms/on Lipasen zu steigern. Zusatzlich
wurden zwei Lipasen, die gut untersuchibermomyces lanuginosus Lipase sowie die
extrazellularen Lipasen vonPhialemonium curvatum AWO02, einem Naturisolat
charakterisiert. Nachfolgend wird jeder einzelnepéd in Hinsicht auf den derzeitigen
Kenntnisstand, die gesetzte Zielstellung sowie dé&dillung betrachtet. Ein Ausblick gibt
einen Eindruck dariber, wie die errungenen Ergsknisowohl wissenschaftlich als auch

industriell weiter verwertet werden kdnnen.
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2. Struktur und Reaktionsmechanismus von Lipasen

am Beispiel derThermomyces lanuginosus Lipase

Eine der am besten strukturell und kinetisch untdren Lipasen ist di@hermomyces
lanuginosus Lipase (TLL). Dieses lipolytische Enzym stammt alesn thermophilen Pilz
Thermomyces (urspriinglich: Humicola) lanuginosus. Dieser Mikroorganismus wurde
erstmals 1899 isoliert und seitdem an mehrerennGatr Welt, vor allem in organischem
Abfall, gefunden. Charakteristisch sind die thertabden Eigenschaften seiner
extrazellularen Enzyme wie zum Beispiel bei derasip oder den Zellulasen (Singhal,
2003). Omaret al. reinigten die extrazellulare Lipase und bestimmtausgewahlte
Eigenschaften. Die Lipase zeigt einen pl von 6Giseine molekulare Masse von 39 kDa.
Das Enzym hat eine Praferenz fur del und sn3 Positionen am Glyzerin-Ruckgrat und
hydrolysiert mittellange (C12) Triglyzeride bess#s kurz- (C4 und C6) oder langkettige
(C16) (Omaret al., 1987; Mogensest al., 2005). Seit 1994 wird das Enzym rekombinant
durch NOVO NORDISK A/S (Danemark) ispergillus oryzae hergestellt (Boeét al., 1995;
EP:0305216B1) und als LipoldSkals Zusatz in Waschmitteln vertrieben (Sharehal.,
2001). Das rekombinante Enzym umfasst 269 Amin@samit einer molekularen Masse von
32 kDa und einen isoelektrischen Punkt von 4,4 @ha., 1999). Die Abweichung in der
Nettoladung zwischen nativer und rekombinanter ¢$épaldsst sich durch die
unterschiedlichen Glykosylierungsmuster vdn lanuginosus und A. oryzae Proteinen
erklaren (Boekt al., 1995; EP:0305216B1). Zurzeit sind 15 Eintragedié 3D Struktur der
Thermomyces  lanuginosus  Lipase in der  Protein Database  verfligbar

(http://www.rcsb.org/pdb/, Juni 2013). Die Kristsiérung des Enzyms erfolgte unter den

unterschiedlichsten Bedingungen: nativ (Brzozowski al., 2000), veranschaulicht in
Abbildung 2.1, sowie verschiedene Muteine im EnAut'strat Komplex mit Olsdure
(Yapoudjianet al., 2002). Durch die Strukturanalyse dieser und gerdeipasen sowie von
Phospholipasen konnten wichtige Hinweise auf deakB@nsmechanismus von Lipasen
gewonnen werden (Dereweneaal., 1994).

FUr die Reaktion an sich ist in allen Lipasen, abewie bei den Serin-Proteasen, die
katalytische Triade aus Serin, Histidin und Aspars@ure oder Glutaminsaure verantwortlich
(Bornscheuer und Kazlauskas, 2006). Das aktivenSstiessentiell fur die Hydrolyse von
Triglyzeriden durch Lipasen.
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Dies wurde unter anderem fur didermomyces lanuginosus Lipase anhand einer S146A
Mutante gezeigt (Bergt al., 1998). Gleichzeitig weist diese Mutante auch Defim der
Bindungsfahigkeit an das Substrat auf (Peteas., 1998).

Abbildung 2.1: Struktur der Thermomyces lanuginosus Lipase mit geschlossenem LidDie 3D Struktur
wurde von dem Eintrag 1DT3 der Protein Data Bank erdbmmen (25.06.2013:
www.rcsb.org/pdb/explore/explore.do?structureld=BPTBrzozowskiet al., 2000). Gekennzeichnet ist das
geschlossene Lid, welches den Zugang zum aktiven @el6) verschlief3t.

Strukturell &hneln sich Lipasen in ihrer 2D Abfolgen a-Helices undB-Faltblattern. Eine
wichtige Proteinstruktur, verantwortlich fir diegemannte Interphasenaktivierung, ist das
Lid (Abbildung 2.1), welches das aktive Zentrum éad (Bornscheuer und Kazlauskas,
2006). Interphasenaktivierung ist durch einen rapidktivitdtsanstieg gekennzeichnet, wenn
das Substrat eine Konzentration erreicht, bei demieht mehr geldst vorkommt, sondern
Micellen oder Emulsionen bildet (Brzozowsdial., 2000). Fur Tributyrin liegt die kritische
Konzentration zum Beispiel bei 0,8 mM (Beegal., 1998). Trifft das Enzym nun auf ein
wasserunlésliches Substrat, z.B. ein Triglyzeridj€it sich die Stellung des Lids und erlaubt
den Zugang zum aktiven Zentrum. Diese Konformatioderung, bei der gleichzeitig
hydrophobe Aminoséauregruppen des Proteins freigglegden, um eine Interaktion mit der
Grenzflache zu ermaoglichen, ist typisch fur LipasBie hydrophilen Anteile des Proteins
werden dabei nach innen verlagert. Wahrend dieseteung der 3D Struktur kommt es,
verglichen mit gelbéstem Substrat, zu einer Aktigsdeigerung von bis zu zwei
GroRRenordnungen. Allerdings existiert mit d@&andida antarctica Lipase B auch eine Lipase
ohne Lid und ohne Grenzflachenaktivierung (Bornseheind Kazlauskas, 2006; Martinelle
etal., 1995).
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Wie schon beschrieben, sind Lipasen vorrangig anglachen (Triglyzeride/Wasser) aktiv,
wobei das Substrat in diesem Fall nicht frei im svéien Milieu verteilt ist, sondern dicht
gepackt als ,Superstruktur” vorliegt. Aus diesenui@ kann die Michaelis-Menten-Kinetik
nicht angewandt werden. Ein vereinfachtes kineéisdodell wurde von Verger und seinen
Mitarbeitern 1973 aufgestellt, um die Grenzflachiemasion auf ein homogenes System
anzupassen (Verget al., 1973). Abbildung 2.2 stellt dieses Modell vefaght mit einer
Auswahl an EinflussgroRen dar. Es kommt zuerst Aosorption des Enzyms {EE?*),
folgend zur Enzym/Substrat (E*S) Komplexierung raitschlieBender Hydrolyse und der
Produktfreisetzung.

Umsetzung
Grenzflacheninaktivierung,

Inhibierung durch Produkte

PR
Interphase H v/

Wasser kg H ks l

E P
Adsorption Produktfreisetzung
pH, Wechselwirkungen mit der
Interphaseneigenschaften Phasengrenze,

Komplexierung mit lonen,
Dissoziationseigenschaften

Abbildung 2.2: Kinetisches Model fir Reaktionen anPhasengrenzen nach Verger-De Haas (1973)as
Enzym (E) adsorbiert an die Phasengrenze, wobiei @gsen aktivierten Zustand Ubergeht (E*). Es &lildinen
Enzym/Substrat (E*S) Komplex mit anschlieBender etmgng zu Produkt (P) und Enzym (E*). Das Enzym
bleibt entweder auf der Oberflache und beginntrefioégenden katalytischen Zyklus (,Scooting”) od@st sich
von der Oberflache und trifft auf eine neue Integdngrenze (,Hopping“) (Berg al., 2001). Eine Auswabhl
von Einflussfaktoren ist genannt, Knzym Desorptionskonstante; knzym Adsorptionskonstante.

Verschiedene Einflussgréf3en bestimmen die Adsarptionsetzung und Produktfreisetzung.
Hinzu kommt, dass Substrat, Produkt und Enzym jewiire eigenen physikalischen
Eigenschaften besitzen, welche Auswirkungen aufMi&somilieu haben (Reist al., 2009).
Die Gesamtheit der physikalisch-chemischen Einfalderen, wie zum Beispiel
Interphasendruck, Oberflachenviskositdt und —pa@knterden als ,Interphasen Qualitat"

(interfacial quality) zusammengefasst (Beissbal ., 2000).
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In Abbildung 2.2 wird davon ausgegangen, dass daduRt frei von der Oberflache weg
diffundiert. Dies ist bei kurz- bis mittelkettigdfettsauren der Fall (<C10). Am Beispiel
Tributyrin (C4) ist eine Diffusion der entstandenémien Fettsauren, aber auch der
Monoglyzeride, in die wassrige Phase nachgewiehaadoet al., 2008).

Liegen langkettige Triacylglyceride (>C10) vor, loeinen die Hydrolyseprodukte, wie Mono-
und Diglyzeride sowie die freien Fettsduren nichasserloslich sind, kommt es zu
Nebeneffekten auf der Oberflache (Ress al., 2008). Die einzelnen Produkte sind
oberflachenaktiv und kénnen dadurch die SpannundearGrenzflache herabsetzen. Durch
ihre Anlagerung an der Phasengrenze konkurrieeeglsichzeitig mit der Lipase (Juradb
al., 2008). Dadurch kann die Reaktionszeit beeinflusstden (Berget al. 2001). Mit
fortschreitender Hydrolyse kommt es so zu einerdtiien Verschiebung der Gleichgewichte,
so dass man auch von einer Selbstregulation dehise sprechen kann (Restsal., 2009).
Neben den Anlagerungseffekten der Lipase und demndichen katalytischen Schritt ist
auch die weitere hydrolytische Umsetzung auf degn@itache von grol3er Bedeutung. Es
stellt sich die Frage, ob sich das Enzym nach gmather Umsetzung eines Substratmolekils
von der Phasengrenze l6st oder ob das néachste r&oldekil ohne weitere
Konformationsanderung in das aktive Zentrum aufgemen wird. Studien zu diesen
Phanomenen, welche als ,Hopping®, Ablésen und NEgmmung an die Grenzflache, oder
.Scooting”, keine Ablosung sondern weitere Katalyaaf der gleichen Grenzflache,
bezeichnet werden, liegen vor (Bestgal., 2001). Generell ist jede Enzymspezies fur sich z
betrachten. Im Fall deThermomyces lanuginosus Lipase wurde gezeigt, dass diese eine
starke Affinitat zur Phasengrenze hat, welche dimadrophobe Interaktionen verstarkt wird.
Bei der Adsorption auf einer hydrophoben Oberflacheerringert sich der
Diffusionskoeffizient der TLL, was darauf hindeytedass eine Ablésung eher
unwahrscheinlich ist (Sonnessah al., 2005). Dieses Modell betrachtet aber nicht die
komplexen Zusammenhange in einem Emulsionssystenglches durch die
Hydrolyseprodukte in einem sich stetig &nderndeflie zusammenarbeitet. Juraetoal.
(2008) untersuchten neben den Anfangsreaktionechdilie TLL an einer Tributyrin/Wasser
Phasengrenze den weiteren kinetischen Verlauf gerdtyse. Dabei konnte eine Aussage
Uber die schrittweise regioselektive Umsetzung WVoibutyrin durch die TLL getroffen
werden. Die Lipase hydrolysiert zuerst eine dereéeif® Positionen des Triglyzerids bis die
Oberflache des Lipidtropfens mit Dibutyrin gesatigg, erst dann wird an der verbleibenden
aulBeren Position des Diglyzerids die néchste ke#sébgespalten, so dass en2
Monoglyzerid entsteht (Juragbal., 2008).
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Die Anreicherung von Diglyzeriden auf der Oberflactkann mit der Zugabe von
Detergenzien verglichen werden. Die Mobilitat dét Tauf hydrophoben Oberflachen wurde
durch die Zugabe von Detergenzien erhoht, was durdie Analyse der
Diffusionskoeffizienten  ermittelt wurde. Durch Ob#achen-Plasmonen-Resonanz-
Spektroskopie konnten die Autoren eine teilweisddging der Lipase von der Oberflache
ermitteln, was zusammen mit der erh6hten Diffusaah eine Desorption und anschlieRende
Wiederanlagerung schlie3en lasst (Sonnessah, 2006).

Somit scheint die Umsetzung von Lipid-Emulsionechhieinem Modus zu folgen. Vielmehr
beeinflussen die Hydrolyseprodukte sowie die Duibhingsbedingungen die Lipase in ihrer
katalytischen Aktivitat an der Grenzflache. Die hegenden wissenschaftlichen Arbeiten
geben Hinweise, dass die Anfangsreaktion im ,SogbtiModus ablauft und spater im
Reaktionsverlauf, wenn es zu einer Konkurrenz mdeaen Molekilen auf der Oberflache
kommt, ein Wechsel in den ,Hopping“ Modus stattiihd

Die komplexe Zusammensetzung von Pflanzen6l/WadSewlsionen erschwert eine
experimentelle Erfassung der Vorgange an der Phemere. Aus diesem Grund ist eher
wenig zum Reaktionsverlauf des lipolytischen Umssitxon natirlichen Fetten bekannt
(Juradeet al., 2008).
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3. Selektive Kultivierung von Lipase-bildenden Pilen

in einem System mit minimierter Steriltechnik

3.1 Mikroorganismen als Produktionseinheiten von Emymen und

niedermolekularen Stoffwechselprodukten

Die Produktion von Enzymen oder niedermolekularetoff@echselprodukten mittels
Mikroorganismen kann als Festbettverfahren (,Setate” Fermentation) oder als
Flissigkulturverfahren (,Submerged” Fermentatianrei verschiedenen Prozessflihrungen
durchgefuhrt werden. Dabei unterscheidet man zwisclgeschlossenen und offenen
Systemen. Zu den geschlossenen Prozesssystement deh&atzbetrieb (,Batch®). Dabel
wird das System ohne den Austausch von Kultiviesamggdium tber einen festen Zeitraum
gefahren, allein der Austausch der Gasphase istichbgu den offenen Prozesssystemen
gehort der kontinuierliche Betrieb (,Continuoustypbei das System fir die Flissigphase
standig offen ist, d.h. neues Substrat kann eiagetr sowie Substrat/Produkt Suspensionen
entfernt werden. Die dritte Option der Prozessfiibrust ein teiloffenes System, auch
Zulaufverfahren (,Fed-batch“) genannt, bei dem@szzeitweiligen Offnung des Systems und
dem Austausch von flissigen Produkten kommt (Chn2@ll). Fiur die Lipaseproduktion
mit Hefen oder Bakterien werden meist Flissigkwkudiahren bevorzugt, wahrend fir die
Produktion mit filamentosen Pilzen sowohl Flissigku als auch Festbettverfahren genutzt
werden. Ein direkter Vergleich zwischen den untaestlichen Verfahren ist schwierig, da
die veranderlichen Parameter BezugsgroRen fur deeedBnung sind. Eine wichtige
Bezugsgrofie, um die Produktivitat zu bestimmenzust Beispiel die Biomasseproduktion,
welche im Festbettverfahren Uber den Zeitraum ddswerungsprozesses nicht bestimmbar
ist (Treichelet al., 2010).

Wichtig fur die Frage, ob ein Prozess zur Herstgjluon Enzymen oder niedermolekularen
Stoffwechselprodukten industriell verwertbar ist, die Ermittlung der Herstellungskosten.
Die Herstellungskosten bestimmen den Preis fur Bekatalysator, welcher nur einen
kleinen Prozentsatz der Kosten fir das letztendietiinschte Produkt, z.B. freie Fettséuren,
chirale Molekile oder Biodiesel, betragen darf ({0aret al., 2013). Die Herstellungskosten
fir einen Biokatalysator werden in zwei Hauptpunktgie Investitions- und die
Betriebskosten unterteilt. Diese Kosten unterteilsith weiterhin in verschiedene
Unterpunkte, z.B. direkte, welche sich spezifisah @gen Herstellungsprozess beziehen, und

indirekte, welche von der Produktion unabhangigl sin
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Um Einsparungen in bestimmten Teilen des Produkpimmzesses abschatzen zu kénnen,
muss dieser separat auf die Gesamtkosten analysgeden (Tischer und Kasche, 1999).
Wenn ein Biokatalysator auf den Markt gebracht wirtl in grof3technischen Prozessen
eingesetzt werden soll, ist auch die Produktiviiiles Enzyms entscheidend, welche in kg
Produkt/ kg Enzym ausgedrickt wird (Sheldon, 2@Adntoneet al., 2013).
Klein-Marcushamer und seine Kollegen analysierteh22die einzelnen Kostenfaktoren fur
die Herstellung von Zellulase, wobei die Investiskosten mit 48 % den grol3ten Antell
ausmachten, wahrend ein Drittel fir Ausgangsmdieniabentétigt wurde. Wenn davon
ausgegangen wird, dass der grofdte KostenantediéiBeschaffung und Instandhaltung der
Produktionsanlage investiert werden muss, ruickejentliche Inbetriebnahme aufgrund der
hohen Grundinvestitionen in weite Ferne (Klein-Mesftamer et al., 2011). Jede
Produktionsanlage mit dem jeweiligen Produkt mufferénziert gesehen werden. Steht das
biokatalytische Verfahren in Konkurrenz mit cherhisg Verfahren, kbnnen schon minimale
Veradnderungen zu Einsparungen fuhren, welche deschlaggebenden Punkt fir eine
industrielle Inbetriebnahme geben. Beispiele waenkostengiinstiges Reaktordesign ohne
den Einsatz von Stahl, der Einsatz giinstiger Mdstistandteile ohne Zugabe von Antibiotika
oder Vitaminen oder die Senkung der Energiekosterchdden Wegfall der Sterilisation.
Weitere Ansatzpunkte, wie effektive Fermentatiomctudie Nutzung von rekombinanten
Wirtsorganismen und hohen Zellzahlen, ein gro3esliktionsvolumen sowie ein einfaches
und kostenguinstiges ,Downstream Processing* komietkosten fur den Biokatalysator um

mehrere GroRenordnungen senken (Tufvestah, 2011).

Aus dieser komplexen Problemstellung ergab sichFdegestellung nach einem einfachen,
robusten Kultivierungssystem, welches unter selektiBedingungen das Wachstum einer
Monokultur beglnstigt und so eine Sterilisation @bmgn macht. Ein Kultivierungsverfahren
mit minimierter Steriltechnik wurde in vorhergehend Arbeiten entwickelt. In dem
vorliegenden Projekt sollten die gewahlten Selékiigrien analysiert werden, um dieses
System in seiner einfachen und robusten Arbeit®veis bestatigen. Die Eignung des
Prozesses flur ein grol3eres Kultivierungsvolumeitesgezeigt werden. Da bisher nur mit
Phialemonium curvatum AWO02 gearbeitet worden war, sollte das Wachstum
unterschiedlicher Mikroorganismen in dem selektiv€ultivierungsverfahren untersucht

werden, um die Anwendungsmaglichkeiten zu erweitern
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3.2 Kultivierungsverfahren mit minimierter Sterilte chnik

Stahmanret al. patentierten 2008 ein einfaches, robustes Keltivigssystem, geeignet fur
Laborpersonal mit geringen Vorkenntnissen. Der Hgeganke der Erfindung war die
Auswahl von Kultivierungskriterien, welche spezfis das Wachstum einer bestimmten
Mikroorganismengruppe unterstitzen. Abbildung 3elltsdie gewahlten Selektionskriterien,
welche das Wachstum einer Monokultur in dem Systmwahrleisten, schematisch dar.
Damit ein Mikroorganismus unter den gewahlten Bgdngen wachsen kann, muss er eine
extrazellulare Lipase sekretieren, keinen Bedarfkamplexen Medienbestandteilen, wie
Vitaminen, oder Aminosauren haben, eine hohe Hydronlonen (HO") Konzentration
tolerieren und eine Nitratreduktase zur Verwertaleg Stickstoffs aufweisen (Stahmagin
al., 2008).

Mikroorganismen

Aerobes Wachstum, 21 °C Mineralsalzmedium

Kohlenstoff- und \'l'
Energiequelle:
pflanzliches Ol

pH3-4 >

Stickstoff-
quelle: Nitrat

Abbildung 3.1: Selektionskriterien bedingen das Walstum einer Monokultur unter minimal-sterilen
Bedingungen. Die Gesamtheit der Mikroorganismen mit ihren Waghstbedingungen ist schematisch
dargestellt. Wird ein spezifisches Kultivierungsérium, z.B. Triglyzeride als Kohlenstoffquelle,vgghlt, wird
das Wachstum einer kleinen Teilmenge Mikroorganisnumterstiitzt. Die grolRere Teilmenge wird vom
Wachstum ausgeschlossen. Die Anwendung einer Miehrzan Selektionskriterien engt die kultivierbare
Mikroorganismengruppe zusatzlich ein. So ist dieltiierung unter ausgewahlten Bedingungen ohne
Sterilisation der Prozessanlage und des Kultivigsamediums mdglich.
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Die Begasung des Systems erfolgte durch kompriemieutt Gber einen Sterilfilter. Dies hat

mehrere Vorteile:

1)
Il)

1)
V)

V)

die Vermischung des Mediums ist gewahrleistet,

der Eintrag von Luft ermdglicht den Sauerstoffilaeg in die Fllssigphase,
welche dem Mikroorganismus zugéanglich ist. Ein laffeer Gasaustausch
sollte somit gewahrleistet sein, bei dem im Geggnalas gebildete

Kohlendioxid aus dem System ausgetragen wird,

eine isotherme Kultivierung wird gewébhrleistet,

komplexe Ruhrapparate werden ausgeschlossen und&igiisystem kann

vermieden werden,

Scherkréafte werden klein gehalten, was die Zellerefnen langeren Zeitraum
intakt halt, so dass geringe Mengen von komplexestdhdteilen in das

Medium abgegeben werden.

Die Investitionskosten wurden durch die Kultiviegunn einem 200 | Polypropylen-

Reaktionsgefald gering gehalten werden. Schemadbasierte der Aufbau auf der folgenden

Abbildung 3.2. Das System wurde mit 100 | Minimatfnen gefullt und eingehangte

Segmente dienten dem Aufwuchs des MikroorganisiigsKultivierung wurde im ,Batch*-

Verfahren Uber einen Zeitraum von acht bis zwoldradurchgefuhrt.

Eingehéngtes Segment

a4

Sterilfilter
(200 I Luft/ min)

84 cm

100 | MM

42 cm

Abbildung 3.2: Schematische Darstellung des 100-ldtivierungsmalstabes in einem offenen 200 |
Reaktionsgefal3.Zur Begasung wurden 100 | Luft/ min tGber einen iilézr mittels vier Belliftungseinheiten
verteilt. Ein zweites Kultivierungsgefal? wurde ichs gleich groRe Teile geschnitten, funf diesggnmte
wurden in 100 | Minimalmedium (MM) gehangen. Diedienten dem Aufwuchs des Mikroorganismus als
Biofilm, welcher von den Segmenten geerntet weldamte.
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3.3 KompostisolatPhialemonium curvatum AWO02, ein Lipase-bildender Pilz

Auf der Suche nach einem Pilz, welcher eine exlidaee, sdurestabile und -aktive Lipase
bildet, wurde der Pil2hialemonium curvatum AWO02 von der Arbeitsgruppe Stahmann aus
Kompost isoliert. Es zeigte sich, dass dieser fdatds wachsende Pilz gut unter den
gewahlten Selektivbedingungen wuchs. Ein weit®@teil war die Produktion hydrophiler
Sporen in einer GréRenordnung bi€ Bporen/ml, was eine gute und einfache Animpfung
maoglich machte.

Des Weiteren wurde gezeigt, dafs curvatum AWO02 wahrend des Wachstums an
Oberflachen haftet. Er bildet einen Biofilm, so sl&ne einfache und kostengunstige Ernte
maoglich ist. Durch die genannten stringenten Kigtiungskriterien war es maoglich, eine
Monokultur von P. curvatum AWO02 im 100-I-Mal3stab in einem Polypropylen-
Reaktionsgefald ohne unerwinschte Komensalen Uben &ultivierungszeitraum von 8-12
Tagen zu kultivieren (Stahmasenal., 2008).

Phialemonium spec. wurde erstmals 1983 von Garasal. beschrieben und als Ascomycet
klassifiziert. Diese Art ist weit verbreitet undrkate aus Luft, Bodenmaterial sowie Wasser
isoliert werden (Gam&t al., 1983). Im Jahr 2004 waren 13 Falle von Infelgiormit
Phialemonium spec. bekannt, 11 davon betrafen immunsupprimierte Rtmie Dies lasst
darauf schlieRen, dags curvatum ein opportunistisch humanpathogener Krankheitgerre
ist (Proiaet al., 2004). Um die weitere Arbeit mit diesem Pilzd@m vorgestellten System zu
gewahrleisten, war eine eingehende Charakterigyemotig.

Ein weiterer interessanter Punkt sind die extraiin Lipasen voR. curvatum AW02. Es
wurde gezeigt, dass dieser Pilz bei einer hohen radtydm-lonen-Konzentration auf
Triglyzeriden wéachst, was die Lipasen als saureakiinzyme interessant macht. Saurestabile
und —aktive Lipasen sind vor allem in der Medizia Brsatz fir die pankreatische Lipase
wichtig. Die Hauptanforderung fur einen Einsatz pankreasinsuffizienten Patienten ist eine

gute Aktivitat der Lipase bei pH 4 sowie im neutraBereich (Aloulowet al., 2007).
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3.4 Charakterisierung und Optimierung des Kaultivierungssystems mit

minimierter Steriltechnik

3.4.1 Charakterisierung der Selektivbedingungen

Um die Robustheit des Systems bei der Kultivieramg Minimalmedium zu tberprifen,
wurden drei ausgewahlte Kriterien, welche den bésisbnen Selektionsdruck hervorrufen,
betrachtet. Bei der Durchfiihrung von Experimenten I00-ml-Mal3stab wurden einzeln
folgende Punkte verandert:

) Pflanzendl als alleinige Energie- und Kohlensto#fiigi wurde gegen Glucose

ausgetauscht,
1)) das Wachstum bei pH 3 bis 4 mit dem Wachstum ber pErglichen, und
1)) Nitrat wurde als Stickstoffquelle durch Ammoniunseizt.

Das Wachstum von Mikroorganismen ohne Beimpfurig, mit Bakterien aus der Laborluft,
den Medienbestandteilen oder den LaborgefalRen wmittels Bestimmung der optischen
Dichte bei 600 nm (O ermittelt (Abbildung 3.3). Das flr die Kultivieng eingesetzte
Minimalmedium mit allen gewahlten Selektionsbedimgen war finf Tage stabil. Erst am
sechsten Tag war ein signifikanter Anstieg derg§gbhressbarAm deutlichsten wirkte sich
die Anderung 1) auf das Wachstum ohne Beimpfung &&bei wurde bereits nach drei
Tagen ein Wachstum von Mikroorganismen verzeichhiiter der Bedingung I1), der
Veranderung des pH-Wertes, wurde ebenfalls, wie lkr Einhaltung aller
Selektionsbedingungen, ein Anstieg der optischaant@ian Tag sechs verzeichnet. Bei dem
Austausch von Nitrat gegen Ammonium im Kultiviersngedium (I11)) konnte Wachstum

von Mikroorganismen ab Tag funf bestimmt werden.
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Abbildung 3.3: Zeitlicher Verlauf Giber den Aufwuchs von Mikroorganismen in unsterilen Schiittelkolben
gefiillt mit verschiedenen Minimalmedien Wachstum wurde durch die Anderung der optischeht®ibei 600
nm bestimmt. Héchste Selektivitat erreichte dasiMaimedium mit Rapsol als alleinige Kohlenstoff-dun
Energiequelle sowie Nitrat als Stichstoffquelle ymd 3 @). Minimierter Selektionsdruck wurde durch den
Austausch von Fett gegen Glucog#e)( Nitrat gegen Ammoniumi) oder pH 3 anstelle von pH #( gezeigt.
Der Mittelwert zweier unabhéangiger Durchfihrunges &xperiments wurden zur Datenanalyse genutzt.

3.4.2 Robustes Wachstum unter Selektivbedingungemil00-I- und 350-I-Maf3stab

Ein 200 | Polypropylen-Reaktionsgefal? wurde mit 100Minimalmedium gefullt.

StandardméanRig wurde 1 | Rapsdl als Kohlenstoff- Endrgiequelle zugesetzt. Abbildung 3.2
zeigt den schematischen Aufbau der offenen Kultivigseinheit. Die Durchmischung wurde
durch den Eintrag von 100 I/min komprimierter Lutber vier lokale Bellftungseinheiten
gewahrleistet (Abbildung 3.2). 0”& curvatum AWO02 einen Biofilm bildet, wurde geeignetes
Tragermaterial gewéhlt. Zum einen wurde ein zweKedtivierungsgefal in sechs gleich
groRe Teile geschnitten und die Oberflache aufger&in einfaches Abstreifen des
aufgewachsenen Biofilms vom Segment war mdglichb{idlong 3.4A). Alternativ wurden

Basotect” Wiirfel von der Firma BASF (Schwarzheide, Germagsiutzt. Dabei handelt es
sich um ein offenporiges Melaminharz, welches (Bé&nde und Stege vernetzt ist. Wirfel

von circa 1 cm3 wurden vorbereitet und dem Mediwgegeben.
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Diese Basoted Wiirfel wurden im Reaktorsystem durch die aufsteigm Luftblasen
verwirbelt. Zusammen mit der wassrigen und deredlifhase ergab sich daraus ein Drei-
Phasen-Wirbelschichtreaktd?. curvatum AWO02 bewuchs dieses Material und konnte leicht
durch Siebe von der Kulturbrihe getrennt werderb{iliong 3.4B).

A B

Abbildung 3.4: Aufwuchs von Phialemonium curvatum AWO02 auf verschiedenes Tréagermaterial wéhrend
der Kultivierung in einem offenen 200 | Reaktionsgi&R. A: Unterer Teil eines eingehdngten Segmentes mit
Biofilmbewuchs von AW02 nach fiinf Tagen WachstuBn. BASOTECT™ Wiirfel als Tragermaterial ohne
(unten) und mit AWO02 Biofilm (oben).

Um die Lipase- und Biomasseproduktion zu erhOhemrder die malstabsgerechte
VergroR3erung des Kultivierungssystems, ein sogeeansScale up®, verfolgt. Ein 500 |
Polypropylen-Reaktionsgefald wurde daftr mit 35@tsprechendem Minimalmedium gefullt
und P. curvatum AWO02 kultiviert. Die Durchmischung erfolgte wieden durch die
BelUftung mit komprimierter Luft Uber einen Statiér mit 100 I/min. Um eine bessere
Begasung mittels der aufsteigenden Luftblasen zudeglichen, war der Einbau eines
Rohrensystems erforderlich (Abbildung 3.5A). Die &wnden fixierten Rohre wurden mit
Bohrungen versehen, welche die Luft Uber das gesavfdiumen fein verteilen. Der
Aufwuchs des Biofilms wurde analog zum 100-I-MaBstaf zwei unterschiedlichen Tragern
untersucht, zum einen wurden aufgeraute Polypropiylatten in das System gehéangt
(Abbildung 3.5B) oder circa 6000 BASOTEEY Wiirfel in die Kulturbrihe gegeben.
Abbildung 3.5C zeigt das Kultivierungsgefal? mitezin entwickelten Abluftsystem bei dem
es zur Abscheidung des Kondenswassers durch zwscheidevorrichtungen und ein
Filtersystem kommit.
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Abbildung 3.5: Kultivierungssystem fiir den 350-I-KutivierungsmafRstab. A: In die Kultivierungstonne
wurde ein Rohrensystem integriert, welches ausr éaiptachse und 13 Nebenachsen bestand. Kompiémier
Luft wurde in das System gepresst und tber Offnongeiche ber das Rohrensystem verteilt wareilas
Medium abgegebenB: Das Rohrensystem ist fest auf dem Boden der Tdiiert. Zwolf hangende
Plastiksegmente dienen als Trager fur den aufwacdkesePilz.C: Die geschlossene Tonne hat ein in den Deckel
integriertes Abluftsystem bestehend aus zwei Scekawelche Trépfchen sammeln und einen Gewelrefilte
der die Freisetzung von Aerosolen minimiert.

Die Kultivierungsstabilitat gegentber bakteriell&ontamination im 100-- und 350-I-
Kultivierungsmal3stab wurde in einer Reihe von Kagtiungen getestet. Tabelle 3.1 fasst die
ersten 13 Durchgange, wobei acht im 100-I- und in850-1-MaRRstab durchgefihrt wurden,
zusammen. Jeder Kultivierungsgang wurde von and@&ersonen mit unterschiedlichen
Labor-Erfahrungen durchgefuhrt. Dabei musste nweimem Fall (Durchgang Nr.:3, Tabelle
3.1) die Kultivierung wegen einer bakteriellen Kamination abgebrochen werden.
Anzumerken ist dabei, dass mit Glucose suppleménti@irde, um den Einfluss auf
Wachstum, Dauer der Kultivierung und Lipaseprodukizu testen.
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Tabelle 3.1: Robustheit der Kultivierung vonPhialemonium curvatum AWO02 ohne Sterilisierung des 200-I
bzw. 500-I-Behalters und des Kultivierungsmediums.Acht der 13 Durchgange wurden im 100 |
Kultivierungsvolumen durchgeftuhrt, finf im 350 | Bistab. Der pH Wert im Medium wurde einmal pro Tag
gemessen. Bei einem pH Wert von 4 wurde eine Riiatitin auf pH 3 mit HCI durchgefiihrt. Bakterielle
Kontamination wurde mittels Lichtmikroskopie Ubadifir Para-Nitrophenyl-Palmitat wurde zur Lipase-
aktivitatsbestimmung genutzt. Wurden Sporen von ZWQrch Mikrokopie gefunden, wurde die Kultivierung
beendet. “Nein” bei der Kontamination bedeutet klares Kulturfiltrat ohne sichtbare Bakterien niite

Mikroskopie. * Biofilm Bewuchs und Ernte von angerauten PlastégrBenten oder Platterd, porose
BASOTECT™ Wiirfel als WachstumstragerKulturmedium wurde zusatzlich mit 1 g/l Glucosareichert.
o Gesamt- o
Durchgang Kaultivierungs- o o _ Kultivierungs-
pH Titration Kontamination Lipase-
Nr. volumen o dauer
aktivitat
1 100 L nein nein 12 kU 7d
2" 100 L nein nein 28 kU 7d
3" 100 L nein ja - 6d
4" 100 L nein nein 13 kU 11d
5" 100 L nein nein 10 kU 10 d
6" 100 L ja nein 8 kU 8d
7 100 L ja nein 17 kU 9d
8" 100 L ja nein 22 kU 10 d
9* 350 L ja nein 20 kU 8d
10° 350 L ja nein 8 kU 5d
117 350 L ja nein 12 kU 7d
12 350 L ja nein 6 kU 8d
13" 350 L ja nein 18 kU 11d

Es konnte bestatigt werden, dass ein robustestisele Kultivierungsverfahren entwickelt
wurde, welches Uber einen Zeitraum von bis zu eljeh ohne bakterielle Kontamination
durchgefuhrt werden kann. Konzentrationen an Ligkisatat von 34-280 U/l konnten
erreicht werden. Wildtyp-Fermentationen von filandsen Pilzen zur Lipaseproduktion in
einem flussigen ,Batch®-betrieb ergaben Lipaseatéien von 5.000 — 15.000 U/l (Shareta
al, 2001; Treicheét al., 2010).

Die Aktivitat von verbesserten oder rekombinantéan8nen wieA. niger, welcher dieT.
lanuginosus Lipase Uberexprimiert, liegt bei 5.700 U/g Trocgewicht.P. curvatum AW02
erreichte vergleichsweise Lipaseaktivitdten von0/§ Trockengewicht, was in einem nicht
konkurrenzfahigen Bereich liegt (Prathumpei al., 2004). Um das Potential der
extrazellularen Lipasen vda. curvatum AW02 besser einschatzen zu kénnen, wurden diese

teilweise charakterisiert.
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3.5 Charakterisierung der Phialemonium curvatum AWO02 Lipasen

P. curvatum AWO02 wachst bei niedrigen pH Werten zwischen pH @nd pH 4 unter
Selektivbedingungen, d.h. Triglyzeride als einzigehlenstoff- und Energiequelle. Diese
Fahigkeit lasst darauf schliel3en, dass mindesteesextrazellulare sdurestabile und -aktive
Lipase sekretiert wird. Lipasen, welche eine hohenzéntration an Hydroniumionen
tolerieren, sind zurzeit im Gegensatz zu alkalischépasen nur wenig verfligbar. Ein
Grol3teil verfigbarer saureaktiver Lipasen wird WRilzen produziert (Sangeetbial., 2011).
Extrazellulare Lipasen konnen entweder frei in timmgebung diffundieren oder liegen
zellwandgebunden vor. Nach Trennung des Myzels den Kulturbriihe konnte die
extrazellulare lipolytische Aktivitat als zellwanelgunden klassifiziert werden. Eine Lésung
des Enzyms und somit der lipolytischen Aktivitanvder Zellwand mittels Salzen (NacCl),
alkalisch-wassrigen Loésungen (NaOH), Detergenzi®BS) oder zellwanddegradierenden
Enzymen war nicht erfolgreich. Nur eine aufwendigérozedur konnte die
zellwandgebundenen Enzyme mit lipolytischer Ak&vivon den Zellen trennen (Abbildung
3.6). Dabei wurde mittels ,French Press* und ansB8ender Zentrifugierung der
Zellwandanteil vom Zellinhalt getrennt. Nachfolgewdrden die Bruchstiicke der Zellwand
in flussigen Stickstoff mit einem Morser zerriebeDieses komplexe ,Down Stream
Processing* fihrte zu freier Lipase (Bael., 2011).
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AWO02 Kultur
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Abbildung 3.6: Freisetzung zellwandgebundener Lipasn vonPhialemonium curvatum AW02.

Das Gemisch aus freigesetzten Zellwandbestandteileamde genutzt, um weitere
Charakterisierungen durchzufiihren. Mittels isoels&her Fokussierung und nachfolgender
Esteraseaktivitatsfarbung konnten zwei Banden Ibet,p und pl 5,6 identifiziert werden
(Abbildung 3.7). Somit konnten in der Fraktion deeigesetzten zellwandgebundenen

Proteine mindestens zwei esterolytische Enzymegeatiesen werden.
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Abbildung 3.7: Visualisierung von aus der Zellwandvon P. curvatum AWO02 freigesetzten Lipasen durch
Aktivitatsfarbung in einem Gel nach isoelektrischerFokussierung.Aus dem Uberstand (US) wurden 13,5 ug
bzw. 27 ug freigesetzte Proteine aufgetragen, diechd mechanisches Scheren gewaschener Zellwande
freigesetzt wurden. 1ug Rinderserumalbumin und 25 Tn lanuginosus Lipase dienten als negative bzw.
positive Kontrolle. M: IEF Standardproteine: Humilemoglobin C, pl 7,5; Human Hemoglobin A: pl 7,1;
Myoglobin vom Pferd: pl 6,8; Phycocyanin: pl 4,75.

Die Substratabhangigkeit der zellwandgebundeneasieip wurde gegentber dem in Lésung
befindlichen p-Nitrophenyl-Palmitat und emulsionsbildenden Sudistt wie Triacetin,
Triolein, und Rapsol untersucht. Dabei wurde dasermjete Myzel direkt zur
Aktivitdtsbestimmung eingesetzt (Abbildung 3.8)eellwandgebundenen Lipasen v@n
curvatum AWO02 zeigen eine klare Praferenz fur Triglyzeridie auf das Vorhandensein von
mindestens einer Lipase hinweist. Die Aktivitatausthiede zwischen lang- (C18) und kurz-

(C2) kettigen Triglyzeriden sind dabei nicht sigkaint.
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Abbildung 3.8: Substratspezifitat der zellwandgebudenen Lipasen vonPhialemonium curvatum AWO0?2.
Die Lipaseaktivitit wurde mittels Titrimetrie, bemm auf Rapsol, Triolein und Triacetin sowie
spektrophotometrisch gegeniber ptitrophenyl-Palmitat (pNPPalm), bestimmt. Feucbthasse suspendiert
in 0,1 M Natrium-Phosphat-Puffer (pH 7) wurde inwgligen Nachweissystem eingesetzt. Der Mittelwert
zweier unabhéngiger Experimente ist dargestellt.

Um das Spektrum der Aktivitat bei unterschiedlich@d Werten beurteilen zu kénnen,
wurden die freigesetzteR. curvatum AWO02 Lipasen in dem neu entwickelten Lipase-
Nachweissystems im Petri-Platten-Mal3stab  verglichéAbbildung 3.9). Dieses
Nachweissystem basiert auf einer Tributyrin/WasEenulsion, welche durch Agar im
Mikrotiter- bzw. Petri-Platten-Mal3stab stabilisierird. Zwei Schichten, die untere ohne und
die obere mit dem Substrat Tributyrin, sollen ekoeze Reaktionszeit ermoglichen und die
Interferenz mit den Hydrolyse-Produkten minimie(Barig et al., 2013). Die Lipasen VoR.
curvatum AWO02 zeigten Aktivitat im Bereich pH 2 bis 8 undtten ihr Optimum bei pH 7.
Da keine reine Lipase, sondern ein Gemisch vorkdgmnte es neben der Hydrolyse zu
Nebeneffekten, wie z.B. Zellwandfragmente als L@swermittler der Tributyrin-Tropfchen,
kommen. Weiterhin kann Tributyrin auch von Estenabkgdrolysiert werden, da es bis zu
einer Konzentration von 0,8 mM wasserloslich isérdet al., 1998). Vergleichend wurden
zwei gut untersuchte Lipasen, dielanuginosus Lipase sowie didR. miehei Lipase auf das

System angewandt.
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T. lanuginosus Lipase zeigte in diesem System ein pH Optimum vonnd war aktiv
zwischen pH 4 und 8. Das Optimum wird durch Literaerte bestatigt, wobei eine
Langzeitstabilitat tber 24 h im Bereich pH 5 bisrfnittelt wurde (Omaet al., 1987).Die R.
miehel Lipase wurde in der Literatur mit einen pH Optimuon 8 und eine Langzeitstabilitat
im Bereich pH 7 bis 10 beschrieben (V1 al., 1996). Die vorliegenden Ergebnisse
bestimmen ein Optimum bei pH 7, wobei darauf zuerchst, dass das System Tributyrin als
Substrat und die Arbeiten von W& al. (1996) auf der Hydrolyse von Olivenél beruhen.
Werden alle drei Lipasen verglichen, konnte bei pHur bei derP. curvatum AWO02
Praparation noch Tributyrin-Hydrolyse festgesteldrden. Setzt man die Aktivitat der drei
Lipasen bei pH 6 auf 100 %, errei¢htcurvatum AWO02 fur pH 2 noch 40 % der maximalen
Aktivitat. T. lanuginosus Lipase zeigt ab pH 3 Lipaseaktivitat, welche 23186 Aktivitat bei
pH 6 entsprichtRhizomucor miehei Lipase hingegen zeigt lipolytische Aktivitat ab gHnit

83 % gegenuber der Ausgangsaktivitat bei pH 6. atasst sich schlieRen, dass Bie

curvatum AW02 Lipase saurestabil und -aktiv ist.

pH

Abbildung 3.9: Abhéngigkeit der Tribungsklarung einer Tributyrin-Emulsion vom pH. Das
turbidimetrische Lipase-Nachweissystem im PetritBraMalistab wurde mit verschiedenen Puffersysteamén
einen pH zwischen 2 und 8 eingestellt (pH 2-5: AWBla-Citrat; pH 5-7: 0,05 M Na-Phosphat; pH 8:D)a
Tris-HCI). Von drei verschiedene Lipasen wurde ®iolumen von 20 pl in vorgefertigte Ausstanzungen
(Ausgangsdurchmesser d entspricht der horizonthieie) gegeben,T. lanuginosus Lipase @) 7,4 mU, R.
miehei Lipase <) 0,3 mU sowiP. curvatum AWO02 Lipase 1) 6,4 mU. Nach Inkubation von 24 h bei 30 °C
wurde der Durchmesser der Klarhéfe bestimmt undleahend dargestellt. Zwei unabhéngige Experimente
wurden durchgefiihrt und der Mittelwert aufgetragen
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Es konnte gezeigt werden, dass die extrazelluldrmgasen vonP. curvatum AWO02
zellwandgebunden vorliegen. Eine Freisetzung degaden kann durch mechanisches Scheren
unter Einfluss von flissigem Stickstoff erreichtrden. In dem freigesetzten Proteingemisch
befinden sich zwei Proteinfraktionen, welche edygisthe Aktivitat nach isoelektrischer
Fokussierung zeigen. Weiterhin konnte gezeigt werdass das Gemisch von Proteinen aktiv
ist gegenuber lipolytischen Substraten, z.B. Thnolém sauren pH Bereich konnte Aktivitat
nachgewiesen werden.

Somit lasst sich schlussfolgern, dass mindesteme eaiktive extrazellulare Lipase
zellwandgebunden vorliegt, weil nicht ausgeschlosserden kann, dass eines der zwei im
IEF-Gel gefundenen Enzyme eine Esteraseaktivitbwast. Argumente fur S&urestabilitat
und -aktivitdt sind einerseits di@ vitro Daten aus den vorgestellten Experimenten zur
Aktivitat bei niedrigem pH und andererseits die W&tamsexperimente. Hier wurde eine
Lipase isoliert, welche fiur weitere Anwendungen heher Hydroniumionen Konzentration
anwendbar ist.

Um das weitere Potential dieser Lipase(n) zu testewie eine Abgrenzung zwischen
Esterase und Lipase vorzunehmen, ware eine Idaetiing der Lipasegene winschenswert.
Lipasen zeigen oft wiederkehrende Sequenzabfolgeziche durch eine vergleichende
Analyse mit dem Genom voR. curvatum AWO02 einen Hinweis auf Lipasegene geben
wuirde. Ein geeignetes Expressionssystem, wie&.Biger, konnte die Lipase(n) in hdheren
Quantitadten exprimieren, um weitere Eigenschaften charakterisieren, wie z.B. die

Temperaturstabilitat oder den Einfluss von positivad negativen Effektoren.

Ein mdgliches Anwendungsgebiet flr saurestabile dakitive Lipasen ist der Ersatz der
humanen pankreatischen Lipase. Daflr waren weligperimente nétig, wie zum Beispiel:
Analyse des Einflusses verschiedener Konzentration®n Gallensalzen auf die
Lipaseaktivitat, eingehende Untersuchung der Hydmlvon Nahrungsfetten sowie die
Resistenz gegenuber humaner Proteasen (Alatlau 2007).

Des Weiteren sind membrangebundene Lipase ofietaié frei diffundierende, da sie schon
an der Zellwand oder —membran immobilisiert voiegColinet al., 2011). Daher ware der
Einsatz als Ganzzellkatalysator fur die Biodiesadjoiktion oder in Biogasanlagen denkbar.
Das vorgestellte selektive Kultivierungsverfahremrde mitP. curvatum AWO02 etabliert. Um
die Moglichkeiten zu verbreitern, z.B. gentechnisaill entwickelte Expressionssysteme
anzuwenden, wurde nach weiteren Mikroorganismendgsdie in dem System kultivierbar

sind.
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3.6 Wachstum weiterer Mikroorganismen auf dem Seldkvmedium

Verschiedene Mikroorganismen wurden im selektivenltiierungsverfahren auf ihr
Wachstum getestet (Tabelle 3.2). Jeder von ihnggtez&Vachstum auf dem vorgestellten
selektiven Minimalmedium mit Rapso6l als alleinigeeEgie- und Kohlenstoffquelle.

In ersten Experimenten wurde gezeigt, dass eineeisng von Mikroorganismen aus Luft
oder Kompost weitere Kandidaten fir das selektiuétitierungssystem hervorbringen kann.
Eine Identifizierung erfolgte mittels der Sequenaigy der ,Internal Trancribed Spacer” (ITS
Region) (Barig etal., 2011). Diese Region liegt auf dem nuklearen rRGlAster, welcher
aus den drei Genen fiur die 18S, 5,8S und 28S rRagteht. Die konservierten Regionen
zwischen den Genen, die ITS, eignen sich sehr @utdie phylogenetische Analyse von
Pilzen (Schoclet al., 2012).

In einem zweiten Ansatz wurde nach gut untersuclB&mmen in der Literatur gesucht,
welche eine nachgewiesene extrazellulare Lipasigzbas Ein weiteres Kriterium war, dass
diese extrazellularen Lipasen moglichst saurestabd -aktiv waren oder die Stamme
bevorzugt im sauren Milieu wachsen. Einer der Stémkepergillus niger, ein anerkannter
GRAS Mikroorganismus, welcher grofdtechnisch fur €ieoduktion von Citronensaure
genutzt wird (Alvarez-Vasqueet al., 2008), produzierte in der Festbettfermentatiame el
saurestabile und —aktive Lipase. Diese Lipase eiepH Optimum bei pH 2,5 auf und war
bei pH 1,5 noch zu 75 % aktiv (Mahadik al., 2002). Dies macht@spergillus niger zu
einem geeigneten Kandidaten fur das vorgestellektbee Minimalmedium. Gleiches galt fur
Aspergillus oryzae (aktive Lipase bei pH 4,0- 7,5; Toida&t al., 1998), Penicillium
chrysogenum (aktive Lipase bei pH 3- 10; Bancesizal., 2005), Trichoderma reesei (aktive
Lipase bei pH 3,5- 8; Rajeg# al., 2010) sowieYarrowia lipolytica (aktive Lipase bei pH
4,5- 5,0; Domingueet al., 2003). Diese funf Stamme wurden bei der Deuts@@mmmlung
fur Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH (DSMZ) dbellt und in dem vorgestellten
Kultivierungssystem im 100 ml Labormal3stab auf Véaaom getestet. Ein weiterer
LaborstammBotrytis cinerea B05.10, wurde auf sein Wachstum im Minimalmediugtegtet
(Reiset al., 2005) Auch dieser pflanzenpathogene filamentdse Pigte@Vachstum auf dem
Minimalmedium (Bariget al., 2011).
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Tabelle 3.2: Auswahl von Mikroorganismen, die auf Mhimalmedium wachsen.Die erste Kategorie bildeten
Mikroorganismen, welche aus verschiedenen nati@icQuellen isoliert wurden. Die ldentifizierung addte
mittels ITS Sequenzierung (Barig al., 2011). In der zweiten Kategorie wurden nach rhiigrrecherche
anerkannte GRAS Organismen mit bekannter saureakiimd stabiler Lipase getestet.

DSMZ Nummer Optimale
Mikroorganismus Quelle (Braunschweig, Wachstums-
Germany) temperatur
Pseudozyma sp. (JS01) Luft DSM 23899 23°C
Torrubiella sp. (JS02) Luft DSM 23900 23°C
Phialemonium curvatum
Kompost DSM 23903 30°C
(AWO02)
Geotrichum candidum
Kompost DSM 23901 26°C
(JS04)
Mucor circinelloides
Kompost DSM 23902 28 °C
(JS05)
Aspergillus niger DSMZ DSM 11167 25°C
Aspergillus oryzae DSMZ DSM 63303 30 °C
Penicillium chrysogenum DSMZ DSM 4154 24 °C
Trichoderma reesei DSMZ DSM 768 24 °C
Yarrowia lipolytica DSMZ DSM 8218 25°C
Laborstamm
o _ ) 20 °C oder
Botrytis cinerea B05.10 (M. Hahn, Universitat -
Raumtemperatur

Kaiserslautern)

Es konnte gezeigt werden, dass nicht nur der Bamsgiroorganismu®. curvatum AW02 im
selektiven Kultivierungssystem wachst, sondern aacbrkannte GRAS Mikroorganismen
und weitere Naturisolate. Somit erweitert sich dBstential der Biomasse- und

Lipaseproduktion auf niedermolekulare Produkte, zvie2 Zitronensaure durch niger.

3.7 Wirtschaftliche Potentiale

Das Ziel war es, ein in der Durchfihrung einfaclhiesl kostengiinstiges Kultivierungs-
verfahren zu etablieren. Um die Rentabilitat deodRktion eines Biokatalysators oder
niedermolekularer Stoffwechselproduktes im indefieh MalRstab abschatzen zu kdnnen,
muss ein Produktionsverfahren in 6konomischer ldiidetrachtet werden.

Ein prominentes Beispiel bei dem ein biotechnisciesfahren den chemischen Prozess
abgel6st hat, ist die Vitamin,B’roduktion. Dieses Vitamin, auch Riboflavin genamird

als Zusatz fur Vitaminpraparate und als Lebensifattee genutzt.
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Zwei separate mikrobielle Verfahren, zum einen etstAshbya gossypii und zum anderen
mit Bacillus subtilis, wurden seit den 1990er Jahren etabliert. Nach r elaagen
Entwicklungsphase wird Vitamin JBseit circa zehn Jahren alleinig durch die mikridie
Produktionsprozesse hergestellt (Stahmann und Halhma013). Dieses Beispiel zeigt, dass
eine Kalkulation der ©konomischen Faktoren vor dénbetriebnahme eines
Produktionssystems wichtig ist, um die Rentabili@bzuschatzen. Dennoch ist eine
endgulltige Bestimmung der Wirtschaftlichkeit eirchsientwickelnder Prozess, der mit
bestimmt wird durch Verbesserungen des Kultiviessygtems, einer guten
Stammentwicklung, sowie einem kostengtinstigen ,Dsiveam Processing*.

Eine erste Abschatzung Uber das selektive Kultivigssystem mit minimierter Steriltechnik
kann in der vorliegenden Arbeit getroffen werdemeEvollstandige Einschatzung, ob das
Verfahren konkurrenzfahig ist, hdngt von weiteresktBren ab, wie einem erfolgreichen
.ocale up” in den grof3technischen Mal3stab, der Uktodtat des Enzympraparates, dem
Marktwert sowie der Marktgrofie.

Eine Kostenabschatzung kann in zwei Kategorienet@il werden, die Investitions- und
Betriebskosten (Tabelle 3.3). Die Investitionskostemfassen das Zubehdr, um einen
Produktionsprozess zu starten. Dabei miussen wedthktoren, wie die Abschreibung einer
Anlage und spezifische wirtschaftliche Faktorerrdgttet werden (Tufvessast al., 2011).
Im vorliegenden Fall belaufen sich die direkten teos fir die 350-I-Mal3stab-
Produktionsanlage, bestehend aus Polypropylen-Reskefall, Bellftungssystem und
Platten zum Bewuchs des Mikroorganismen-Biofilnts,einer Grof3enordnung von circa
200 €. Fur kleinere Mengen Enzym, welche von nstégldischen Unternehmen produziert
werden, waren diese Kosten kein Hindernisgrunde iroduktion zu starten. Betrachtet man
allerdings die konventionelle Fed-Batch Fermentatmur Produktion von Lipasen in
Stahlfermentern bei denen Produktionsvolumina zwdgec5 und 150 | bearbeitet werden,
liegt die Investitionssumme im funf- bis sechsggelh Euro-Bereich (Mauregt al., 2013). Da
ein Bau dieser kostenintensiven Anlagen mit hohenetschaftlichen Risiken verbunden ist,
kann dies nur von gréReren Unternehmen getragedeweiWeitere Punkte, welche zur
Kostenminimierung bei der Produktion von Enzymen erod niedermolekularen
Stoffwechselprodukten aus Mikroorganismen betracheirden, sind in Tabelle 3.3
zusammengefasst. Vergleichend ist das konventmMatfahren zur Enzymproduktion unter
sterilen Bedingungen mit den selektiven Kultiviegewerfahren mit minimierter Steriltechnik

dargestellt.
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Tabelle 3.3: Betrachtung ausgewahlter Kostenpunkteim Vergleich zwischen konventioneller
Enzymproduktion und der Produktion im selektiven Kultivierungssystem.Die Produktionskosten werden in
zwei Hauptkategorien, den Investition- und Betrietsten, eingeteilt. Gegeniibergestellt sind die Argnte,
welche zur Reduktion der Ausgaben beitragen soldém Einteilung der Kostenkriterien sowie der Zaiverte
zur Kostenabschatzung berufen sich auf Tufvessah, 2011.

Konventionelle Enzymproduktion Enzymproduktion im selektiven
unter sterilen Bedingungen Kultivierungssystem mit
minimierter Steriltechnik

l. Investitionskosten

Direkte Kosten fir die Hohe Kosten: Minimierte Kosten:

Anlage - Stahlfermenter im Labormaf3stab- Polypropylen Behalter mit einem
mit einem Kultivierungsvolumen Kultivierungsvolumen von 350 |
von 30 | erfordert Investitionen im erfordert Investitionen im

sechsstelligen Bereich dreistelligen Bereich
- technisches Zubehdr, z.B. - geringe technische Uberwachung
Uberwachungsanlage fir die notig

prozessrelevanten Parameter z.B.
pH, Sauerstoffsattigung

- komplexes Rihr- und - Begasung durch komprimierte

Kahlsystem Luft gewéhrleistet Durch-
mischung, Gasaustauch und
isotherme Prozessflhrung

Indirekte Kosten - kostenintensive Ausstattung zur- Ausstattung zur Ernte und
Ernte und Aufreinigung der Aufreinigung der Enzyme werden
Enzyme, z.B. Zentrifugen, minimiert, durch Bewuchs als
Filtereinheiten zur Separation, Biofilm auf por6ésem Material oder
Chromathographie-Zubehor aufgerauten Oberflachen

[l. Betriebskosten

Direkte Kosten Hohe Kosten: Minimierte Kosten:
- Komplexe Medienbestandteile, - Minimalmedium
z.B. Antibiotika, Vitamine

- Energieaufwand durch - Sterilisation und Kuhlung entfallt
Sterilisation und Kiihlung

- Kosten fur das ,Downstream - einfache Trennung des
Processing” sind je nach Beispielmikroorganismus
gewiinschtem Reinheitsgrad P. curvatum AWO02 vom
entsprechend intensiv Reaktionsmedium, da dieser als
- Ganzzelltrennung: 90 €/kg Biofilm aufwachst

- roher Enzymextrakt aus - zellwandgebundene Enzyme
Kulturbriihe: circa 180 €/kg werden simultan geerntet, Kosten
Enzym, liegen im Bereich der

- reines Enzym: bis zu 1100 €/kg Ganzzelltrennung

Enzym

Indirekte Kosten, z.B.
Quall!tatskontrolle, Kein Unterschied erkennbar
Gehalter

Festkosten, z.B. Miete,

: Kein Unterschied erkennbar
Steuern, Versicherung
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Obwohl die dargestellten Punkte aus Tabelle 3.3zéogend sind, ist das Verfahren mit dem
Beispielmikroorganismu®. curvatum AWO2 zur Lipaseproduktion nicht konkurrenzfahig.
Ein wichtiger Punkt ist die Produktivitat, d.h. wiel lipolytische Aktivitdt pro
Volumeneinheit oder g Biomasse hergestellt werdemk Im Kapitel 3.4.2 wurde gezeigt,
dass Lipaseaktivitaten von bis zu 0,9 U/g Biomasaeh 10 Tagen Kultivierung voR.
curvatum AWO02 erreicht wurden. Verglichen mit einem rekon@iten Stamm voA. niger
liegen diese Produktionsraten um drei GrolRenordemumgedriger (Prathumpat al., 2004).
Wird nun in folgenden Arbeiten die Steigerung d@palse Expression sowie der Zellzahl
verfolgt, konnte die Produktivitdt so gesteigertrdes, dass das vorgestellte Verfahren
O0konomisch mit konventionelle Verfahren konkurrirek®nnte (Tufvessoat al., 2011).

3.8 Schlussfolgerung und Ausblick

Ein einfach durchzufihrendes Kultivierungssystemr vim vorangegangenen Arbeiten
entwickelt ~worden. Eine systematische Untersuchurder drei  wichtigsten
Selektivbedingungen ergab, dass Glucose wesenttichneller zum Bewuchs des
Minimalmediums mit unerwtinschten Mikroorganismehrflals Rapsol. Die Anpassung an
einen grof3eren Kultivierungsmal3stab wurde erfatpreurchgefiihrt sowie die Robustheit in
13 Kultivierungsdurchgangen gezeigt.

Das KompostisolatP. curvatum AWO02 produzierte unter den gewahlten Bedingungen
extrazellulare Lipase. Durch eine Charakterisierkognte gezeigt werden, dass mindestens
eine zellwandgebundene Lipase sekretiert wird. ®istssaurestabil und -aktiv.

Weitere Mikroorganismen, darunter Pilze, die athtipathogen akzeptiert und gentechnisch
voll entwickelt sind, konnten erfolgreich in demledgiven Kultivierungssystem unter
minimalen Sterilbedingungen kultiviert werden.

Nach Betrachtung der Kostenfaktoren kann gesclilgest werden, dass das Verfahren mit
dem Wildtyp vonP. curvatum AWO02 zur Lipaseproduktion ein nicht konkurrenztjs
System darstellt. In dem System liegt aber dasriatezur kosteneffizienten Produktion von
Biokatalysatoren und niedermolekularen Stoffwegheelukten. Dies bedarf weiterer
fortflhrender Arbeiten, wie zum Beispiel der Entimg eines rekombinanten
Produktionsstammes, welcher unter den gewahltemBedgen wachst.

Der Einsatz eines anerkannten GRAS Mikroorganisnues, mit einem entsprechenden
Expressionssystem das identifizierte Lipasegen Rorcurvatum AWO02 tragt, ware ein
interessanter Ansatzpunkt fur weiteren Untersuchondabei kdnnte eine nachfolgende
intensive Charakterisierung des Enzyms gegenilyschiedenen Substraten sehr interessant

fur die pharmakologische und medizinische Anwendsgig.
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Nur wenig ist Uber die Wechselwirkung von Proteimeit pilzlicher Zellwand bekannt. Ein

weiterer wissenschaftlicher Ausblick wéare daherUimersuchung der Bindung der Lipase an
die Zellwand vonP. curvatum AWO02. Da verschiedene Chemikalien und auch der
enzymatische Abbau der Zellwand die Lipase nictdisétzen konnten, wéren eine
strukturelle Analyse des Enzyms sowie ein defieiertenzymatischer Abbau des
zellwandgebundenen Enzyms mit anschlieBender Msgskiioskopie aufschlussreich.
Interessant ware die Isolierung eines Fragmentsgeae kovalente Bindung zwischen einem

Glucan der Zellwand und einer Aminosaure der Ligasg®veist.
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4. Wasserfreie Immobilisierung von Enzymen
auf chemisch variablen Oberflachen

ohne Funktionalisierung des Tragers oder der Enzyme

4.1 Immobilisierungsmethoden im Uberblick

Enzyme haben neben den oben ausgefiihrten Vortileim Nachteile in ihrer Anwendung.
Sie verfligen Uber eine geringe Stabilitat bei thecher, mechanischer oder chemischer
Belastung. Eine Langzeitprozessfilhrung sowie diedéfiverwendung des Enzyms sind nicht
moglich. Auch ein verbessertes Reaktordesign, wian zBeispiel Festbett- oder
Membranreaktoren, kénnen eine Stabilisierung vorzyEen gegeniber mechanischen
Kréften nicht vollstandig umsetzen (Ansorge-Schutimea und Thum, 2011). Um dies zu
kompensieren, ist Immobilisierung eine Methode \d&hl. Folgende Vorteile sprechen fur
eine Fixierung von Enzymen: I) verbesserte Staljlit) einfache Trennung des Enzyms vom
Produkt, IlI) Wiederverwendung des kostenintensitgtzyms sowie V) eine verbesserte
Prozesskontrolle (Sheldon, 2007; Cao, 2005). Dimdinilisierung von Enzymen schlagt sich
zuerst auf die Herstellungskosten des Praparaggteniund kann so eine Barriere fur die
Anwendung von immobilisierten Enzymen im industeelMaRRstab werden. Sieht man aber
die kontinuierliche oder Uber mehrere Zyklen ladienAnwendung, senkt dies die
Enzymkosten/kg Produkt. Ein Beispiel dafir ist dientinuierliche Anwendung
immobilisierter Candida antarcticaLipase, welche fir die Herstellung von Biodiesak a
Pflanzendl im Labormal3stab eingesetzt wurde. Esitikogezeigt werden, dass das Enzym
Uber 70 Zyklen (Dauer: 105 Tage) im Satzverfahreer @iodieselherstellung ohne
signifikanten Aktivitatsverlust stabil war (Watareaét al, 2000). Des Weiteren entfallt die
Schwierigkeit ein geldstes Enzym vom Produkt zunrien, was die Aufreinigungskosten
senken kann (Tischer und Kasche, 1999).

Eine Fille von Methoden zur Immobilisierung von témeen wird genutzt. Diese kénnen
nach verschiedenen Gesichtspunkten eingeteilt werdd3. nach reversibler/irreversibler
Fixierung, Anwesenheit/Abwesenheit von Tragermaliem oder grundlegenden
Bindungseigenschaften, wie ionischen, physikaliscbder kovalenten Wechselwirkungen.
Tabelle 4.1 gibt einen Uberblick uber die fiunf amaufigsten genutzten
Immobilisierungsmethoden in Industrie und im LabaRstab mit einigen prominenten
Beispielen (Hanefel@t al, 2008; Sheldon, 2007; Brena und Batista-Viera62G@rnandes,
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2010). Haufig werden auch Kombinationen der eirzelMethoden genutzt, um eine
optimale Aktivitdt und Selektivitat sowie eine gWerteilung auf der Oberflache oder im
Medium zu erreichen, um nur einige Kriterien zumam

Viele verschiedene Einflussfaktoren missen in Batrgezogen werden, wenn ein Enzym
immobilisiert eingesetzt werden soll, so dass dmwicklungsphase oft ein langwieriger,
kosten- und arbeitsintensiver Prozess ist. Ein #iafiel ist eine Universalmethode, aber
schon die Erstellung allgemeingultiger Richtliniéim eine optimale Immobilisierung ist eine
Herausforderung (Cantomre al, 2013; Cao, 2005).

Eine interessante Gruppe der Immobilisierungsveefahist die Verkapselung oder der
Einschluss (Tabelle 4.1, Nummer 5). Dabei werdemyEre entweder in ein strukturiertes
Netzwerk aus Makromolekilen oder in eine Polymeritmam eingeschlossen (Spahn und
Minteer, 2008). Verschiedenste Materialien kénnén diesen Einschluss genutzt werden.
Meist werden ungeséttigte Monomere mit ihren Co-nbtoeren gemischt und eine
chemische oder physikalische Vernetzung ausgeldst. Trager wird somit simultan zur
Immobilisierung geschaffen. Dabei kdnnen Materraligtirlicher Quellen, wie Zellulose
oder Alginate aber auch synthetische Stoffe, wigrRerharze und anorganische Materialien
genutzt werden. Ein positiver Aspekt ist die ofaifache Anpassung der geometrischen
Struktur des Immobilisats an die Reaktoreigensehaftlie den Biokatalysator schonenden
Immobilisierungsbedingungen und damit eine erhoAtdivitatsregeneration sowie die
Schaffung einer Mikroumgebung, welche sich posti¥ die Aktivitdt des Enzyms auswirkt.
Als negativ ist die Limitierung des Substrat- unddRikttransportes durch Diffusion zu sehen
(Cao, 2005).

Polymerharze werden bei Einschlussverfahren firleisobilisierung von Enzymen und
Zellen genutzt. Bekannt sind dafiir Epoxid- Harz&{Kund Kressdorf, 1982; Henrik, 1994),
Polystyrole (Yaret al, 2012), und Methacryl (Matest al, 2000), um nur einige zu nennen.
Wird ein Harz fur die Immobilisierung gewahlt, méasdie physikalischen (Porengrofe,
Quellverhalten oder mechanische Stabilitdt) und nobehen (positive und negative
Ladungen, funktionelle Gruppen) Eigenschaften inrddt gezogen werden (Cao, 2005).
Meist werden Enzyme nach der Polymerisation aufiandem Tragermaterial immobilisiert
(Miltec et al, 2011). Eine simultane Immobilisierung wéhrend 8gnthese des Polymers
wurde nur in einigen wenigen Fallen durchgefuhie{i und Kressdorf, 1982; Henre al,
1994).
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Epoxid-Harze sind engmaschig vernetzt und weisaa gute thermische und mechanische
Bestandigkeit auf. Sie eignen sich sehr gut zurcBiektung verschiedener Materialien mit
beliebiger Form. Charakteristische Unterschiedeseimen verschiedenen Epoxid-Harzen
hangen von den verwendeten Epoxid-Harz Vorstufen,ciemischen Komponente, welche
zur Vernetzung genutzt wird sowie bestimmten Faffsh ab. ,Normalharze* werden meist
aus Bisphenol A und Epichlorhydrin hergestellt. Beéer sogenannten Kalthartung
(Vernetzung) bei Raumtemperatur und Normaldruckiegadie endstandige Epoxid-Gruppe
mit Verbindungen, welche reaktionsfahige Wassefatimine im Molekll enthalten, zum

Beispiel mehrwertige aliphatische oder aromatigemene (Gnauck und Frindt, 1991).

Polyester-Harze gehoren ebenfalls wie Epoxid-Hamae Kunststoffgruppe der Duroplaste.
Lineare, ungesattigte Polyester werden mit orgaeisc Peroxiden als Harter (z.B.
Benzoylperoxid) versetzt, welche die Polymerisatgiarten. Werden Beschleuniger (z.B.
Dimethylanilin) dazu gegeben, kann diese Reaktiochébei Raumtemperatur durchgefthrt
werden. Als Brucken zwischen den Polyesterkettemeath zwei bis drei Styrolmolekile,
welche die Netzwerkstruktur ausbilden (Gnauck unichét, 1991).

Aus der Fulle an Immobilisierungsmethoden ergah das Ziel, ein kostenginstiges, in der
Handlungsweise generalisiertes und auf untersdbieié Enzyme anwendbares
Immobilisierungsverfahren zu entwickeln. Von besenedh Interesse war die Aktivitat pro
Flache im Vergleich zu bekannten Immobilisierunggroden.

Als Modellenzym sollte die bekannte und gut untehse Thermomyces lanuginosiligpase
genutzt werden. Diese Lipase ist als einfach uralisb bekannt, was durch zusatzliche
biochemische Untersuchungen bestatigt werden soHi& in seinen biochemischen
Eigenschaften weitaus komplexeres Enzym, die Thnedidolase vonAshbya gossypii

sollte eine breitere Anwendbareit des neu entwiekeimmobilisierungssystems bestatigen.
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4.2 Charakterisierung der rekombinantenThermomyces lanuginosus Lipase

Die rekombinante T. lanuginosus Lipase (TLL) wurde als Lipasepraparat ,Typ
NOVAREKO" von der Nova Biotech Dr. Fechter GmbH (B® Deutschland) bezogen. Laut
Herstellerangaben wurde diese Lipase rekombinaAt mryzaeproduziert. Das Praparat lag
in wassriger LOsung, stabilisiert durch 8 % Propglgkol und circa 135 %
Polyethylenglykol, vor. Die TLL gehort zu den Enzgm die sowohl kinetisch als auch
biochemisch am besten untersucht wurden (Fernadoafeente, 2010). Da der
Expressionsorganismus A.( oryzag¢ in vielen Fallen eine Auswirkung auf die
posttranslationale Modifikation des Enzyms hat, eiae Charakterisierung des Produktes ftr
die weitere Nutzung dérr. lanuginosud.ipase wichtig.

Die molekulare Masse wurde mittels denaturierei@i2@® Polyacrylamid Gel Elektrophorese
(SDS PAGE) ermittelt und ergab 34 kDa, was vergleéc mit Literaturwerten ist (Omazt
al., 1987). Die Reinheit der Enzymlésung wurde mit @.% fur die Haupt-Proteinbande
abgeschatzt (Ergebnisse nicht dargestellt).

Native isoelektrische Fokussierung (IEF) mit natdgader Farbung mit Coomassie Brilliant
Blau ergab multiple Banden zwischen pl 4,2 und,Bl wobei zwei Hauptbanden bei pl 4,2
und 4,4 sichtbar wurden (Abbildung 4.1A). Paralléle= mit nachfolgender Esterase
Aktivitatsfarbung bestétigte die beiden Hauptbandenesterolytische Enzyme (Abbildung
4.1B).
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Abbildung 4.1: Bestimmung des pl des rekombinante hermomyces lanuginosus Lipasepraparates sowie
Aktivitatsfarbung. Isoelektrische Fokussierung (IEF) wurde unter Vemveng von Ampholyten im Bereich
pH 3- 5 durchgefuhrtA: Das Coomassie Brilliant Blau angefarbte Gel zigdie T. lanuginosud.ipase (TLL)
multiple Banden zwischen pl 4,2 und 4EB.Im Parallelgel wurde eine Aktivitatsfarbung geatuwobei zwei
Hauptbanden bei pl 4,2 and 4,4 abgeschatzt wundelthe a-Naphtol-Acetat hydrolysieren. Standards (pl):
Rinderserum Albumin (BSA) (5,0), Humanes HamogloGir{7,5), Humanes Hamoglobin A (7,1), Myoglobin
vom Pferd (6,8; 7,0), Carbonic Anhydrase vom Ri6@), f-Lactoglobulin B (5,1), Phycocyanin (4,45; 4,65;
4,75). Die aufgetragene Proteinmenge wurde miBedsiford Assay bestimmt. Die aufgebrachte Lipadeitdt
wurde mittelgp-Nitrophenyl-Palmitat Assay bestimmt. Ein mU entsipir 0,2 pg Protein.

Eine Aufreinigung der TLL mittels ,Fast Protein uigl Chromatography” (FPLC) mit dem
Anionenaustauscher Q Sepharose wurde durchgefldrgeljnisse nicht als Abbildung
dargestellt). Die Elution wurde mittels UV Spekkopie bei 280 nm verfolgt. Zwei
Hauptelutionsspitzen, welche mittelp- Nitrophenyl-Palmitat-Assay nachgewiesene
esterolytische Aktivitat enthielten, wurden detekti Somit stimmen die Ergebnisse aus der
Aktivitatsfarbung nach IEF mit der Auftrennung durEPLC Uberein. Es existieren zwei
Enzyme, die sich in ihrer Nettoladung unterscheid@ie aufgereinigten Enzymfraktionen
zeigten eine Reinheit von 95 % in der SDS PAGE d€Bnijsse nicht als Abbildung
dargestellt).
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Die Quartarstruktur der aufgereinigten TLL wurde ttels Groélenausschluss-
Chromatographie mit einer Sepharose G-100 Sawalsert (Abbildung 4.2). Die Elution
wurde vergleichend mit Standards durchgefuhrt, une dnolekulare Masse der
Proteinfraktionen abzuschétzen. Klar erkennbar st monomeres Enzym mit einer
molekularen Masse von 36 kDa unter den gewahltetingengen. Frihere Experimente
ergaben verschiedene Ergebnisse zur Quartarstrd&tufLL. Omaret al (1987) gehen mit
den vorliegenden Ergebnissen eines monomeren Eneyrher, wobei Palamet al. (2002)
eine Dimerisierung der TLL zeigten. Anzumerken istass letztere Autoren andere

experimentelle Grundlagen wahlten.
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Abbildung 4.2: Ermittlung der aktiven Quartarstrukt ur der Thermomyces lanuginosus Lipase durch
GrolenausschlusschromatographieDie Fraktionen des GréRenausschlussesTdéanuginosud.ipase (TLL)
Praparates wurden mittels UV Spektroskopie (E:rikkibn) bei 280 nm 4) analysiert. Die Hauptfraktion der
Lipaseaktivitat A) stimmt mir der Hauptfraktion der Proteinmengerébe Einschub: Kalibriergerade der Saule
mit Standard Molekulene{ in einer separaten Durchfiihrung lasst eine Bengah der molekularen Masse der
TLL (o) von 36 kDa zu. Standards: Rinderserum Albumin (&®8), Carboanhydrase (28,8 kDa), und
Cytochrom c¢ (12,4 kDa).
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Es konnte gezeigt werden, dass die rekombinante MitLeiner molekularen Masse von
34 kDa aus zwei nativen Enzymen mit unterschiedlichNettoladung besteht.
Posttranslationale Modifikationen durch den Wirggorismus kénnten zu den Unterschieden
in der Ladung der beiden Enzymvarianten gefiihrtehalJm dies zu klaren, wére ein
enzymatischer Verdau der Glykosyl-Reste moglicte Deiden Varianten der TLL sollten
danach die gleiche Nettoladung aufweisen (Barigl, 2014).

4.3 Wasserfreies Einschlussverfahren zur Immobilisrung von Enzymen

Aus den Erfahrungen, die mit den gut untersuchtah schon in industrieller Anwendung
befindlichen Immobilisierungsmethoden gemacht waoydentstand die Idee flr ein neues,
einfaches und robustes Immobilisierungsverfahremlcles auf der Grundlage eines
wasserfreien Einschlusses in ein Polymerharz drfolg

Dafur wurden zwei gangige Polymerharze, Epoxid- &adlyester-Harz, mit verschiedenen
lyophilisierten Enzympréaparationen gemischt und eine Oberflache aufgetragen oder das
streufahige Material auf einer Schicht Polymerhaazeilt.

Abbildung 4.3 zeigt, dass die Bereitstellung vorrvEnzympraparationen durchgefuhrt
wurde. Drei dieser Enzympréparationen wurden var \Gkeiterverarbeitung lyophilisiert.
Dazu gehoren das Praparat mit den freien Enzymetestie vor-immobilisierten, welche
entweder adsorbiert an Octylsepharose oder alssgrmked Enzyme Aggregates” (CLEAS)
vorlagen. Eine weitere Moglichkeit war die Suspensiles Enzyms in einem organischen

Lésungsmittel, wie zum Beispiel Aceton.
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Abbildung 4.3: Wasserfreie Enzympréparationen zur Mschung mit einem Polymerharz. Vier
verschiedene Madglichkeiten zur Herstellung eines dar wasserfreien Immobilisierung einsetzbaren
Enzympraparates wurden angewendet. Drei Methoderiefil zu streuféahigen, trockenen Materialien, welch
nach der Lyophilisierung mit dem Polymerharz geimissurden. Entweder wurde freies Enzym lyophilisier
oder vor-immobilisierte Praparate durch Adsorptiam Octylsepharose oder durch Vernetzen von

Enzymprazipitaten durch Glutaraldehyd hergestelDie vierte Methode flhrte zu suspendierten
Enzymprazipitaten in organischen LosungsmittelB, Aceton, welche mit dem Polymerharz mischbar.sind

Lyophilisat

Die Enzympraparationen wurden mit den Monomeren H@rze gemischt und in

unterschiedlichen Beschichtungsarten auf Oberfifichafgebracht. Die Polymerisierung
erfolgte simultan zur Immobilisierung.

Abbildung 4.4 gibt einen Uberblick Gber drei vorevimdoglichen Aufbringungsarten des
Enzym-Harzgemisches auf einen festen, trockenegefrd&eschichtung durch ,Einbetten”
ohne oder mit mechanischer Nachbehandlung sowrey&n“ auf eine Epoxid-Schicht. Die
vierte Aufbringungsart beinhaltete die Fallung uBdspension der Enzyme in einem
organischen LoOsungsmittel wie in Abbildung 4.3 dwatgllt. Nachfolgend wird diese

Mischung mit dem Polymerharz vermengt und im Vedah,Spriihen* auf die Oberflache

aufgebracht. Dabei entsteht eine sehr diinne Schvelthe die Oberflache benetzt.
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Abbildung 4.4: Mogliche Beschichtungsarten der wassfreien Immobilisierung. Lyophilisierte, freie
Enzyme sowie in einem ersten Immobilisierungsschixierte Enzyme kénnen mit drei unterschiedlichen
Verfahren auf einer Oberflache aufgebracht werden,Einbetten“: eine Mischung aus Enzym-Harz wird au
eine Oberflache gestricheB: ,Abschleifen*: das gewonnene Praparat aus A wiadh der Polymerisierung
mechanisch weiter behande. ,Streuen”: auf eine Polymerharzschicht wird engeite Schicht Enzym
gestreut.

4.3.1Thermomyces lanuginosus Lipase im wasserfreien Einschlussverfahren

Methoden

Zwei verschiedene Materialien, 1x1cm grof3e Stattfgién und Polyestergewebe, wurden als
Beschichtungstrager zur Immobilisierung der TLL wmasserfreien Einschlussverfahren
genutzt. Als Einschlussmaterial wurde entweder kpétarz oder Polyester-Harz genutzt.
Jede der vier beschriebenen Enzympraparationenil(ibly 4.3) wurde dabei mit der
entsprechenden Beschichtungsart auf die Tragenala&ar aufgebracht. Nach der
Polymerisation wurden die Lipaseaktivitaten gegemijpNitrophenyl-Palmitat (pNPPalm)
bestimmt. In einigen Fallen wurde die Aktivitdt atddich gegentber dem artifiziellen
kurzkettigen Substrap-Nitrophenyl-Propionat (pNPProp) und dem natirlich8ubstrat
Rapsol bestimmt. Um einen Vergleich mit einem kaniiamellen Immobilisierungsverfahren,
z.B. kovalente Immobilisierung auf amino-funktioisarten Oberflachen, zu ziehen, wurden
die Aktivitdten in U/cm?2 beschichteter Oberflacimgageben. Wenn ein Bezug zur Menge an
immobilisiertem Protein mdglich war, wurde diesdien entsprechenden Tabellen dargestellt.
Im Folgenden werden die Ergebnisse der verschiedeBeschichtungsarten mit den

entsprechenden Enzympréparationen der TLL aufgezeig
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,Einbetten“ und ,Abschleifen*

Als Modell wurden 1 x 1 cm grof3e Stahlplattchenwyen welche als Trager fur das Enzym/
Polymerharzgemisch dienten. Die robuste Lipase Totanuginosusvurde im Verfahren
.Einbetten* und ,Abschleifen® auf die Oberflache salyophilisiertes freies oder als
lyophilisiertes CLEA Praparat aufgebracht. Die @a&tfggenen Proteinmengen pro
Metallplattchen variierten zwischen 3 und 10 mg.bdle 4.2 stellt vergleichend die
Lipaseaktivitaten gegentber pNPPalm zwischen derw&ssriger Losung vorliegenden
Enzympréaparaten und den im wasserfreien Einschdusdwen ,Einbetten® mittels Epoxid-
Harz immobilisierten Praparationen dar. Als BezugBg diente die Proteinmenge.
Erkennbar ist, dass es durch die Immobilisierungbleegden Enzympréaparationen zu einem
Aktivitatsverlust um circa 99 % kommt. Die rigiderdtur im Polymerbett sowie eine
Limitierung der Substratdiffusion konnten Grinde die Senkung der spezifischen Aktivitat
sein.

Tabelle 4.2: Aktivitaten der freien oder ,Cross Linked* Thermomyces lanuginosus Lipase in wassriger
Lésung sowie immobilisiert mittels wasserfreiem Eiachlussverfahren.Lipaseaktivitaten wurden gegentber
p-Nitrophenyl-Palmitat bestimmt. Vergleichend sind &teie T. lanuginosud.ipase (TLL) in wassriger Lésung
und dessen wasserfreier Einschluss in Epoxid-Handesdie TLL CLEA Préparation und dessen wassefrei
Einschluss in Epoxid-Harz dargestellt.

Aktivitat mU/mg

Freie TLL ,Cross Linked" TLL
_ Wasserfreier _ Wasserfreier
In wassriger Losung ) In wassriger Losung )
Einschluss Einschluss
2.500 24 96 0,5

Zwei unterschiedliche Polymerharze auf Grundlage Ezpoxid oder Polyester wurden fir die
wasserfreie Immobilisierung genutzt. Tabelle 4.3elltst die Lipaseaktivitaten der
immobilisierten TLL Préparate im Verfahren ,Einkett und ,Abschleifen® gegenuber
verschiedenen Substraten dar. Werden Vergleicheckhen dem Verfahren ,Einbetten” und
~Abschleifen® gezogen, zeigt sich, dass die Lipasedat nach der mechanischen
Behandlung in funf von sechs Fallen ansteigt. \&cht man die beiden Enzympréparationen
lyophilisierte freie und ,Cross Linked“ TLL ist egkinbar, dass die Aktivitat bei den freien

Enzymen sehr viel héher liegt.
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Wird zum Beispiel das Substrat pNPPalm betrachiegt die Lipaseaktivitit eine
GrolRenordnung hoher. Zu erklaren ist dies durchtipiell Faktoren, zum einen die rigide
Struktur nach dem Vernetzen von TLL, wobei die TCLEAS eine Restaktivitat von 10 %
gegenuber pNPPalm zeigen (Tabelle 4.2 sowie Batrigl, 2014, Cacet al, 2000). Zum
anderen spielt die Limitierung der Diffusion einellg, innen liegende Enzymmolekile des
Proteinnetzwerkes sind nicht gut erreichbar fur $lalsstrat. Der Vorteil eingebetteter CLEAsS
ist eine zusatzliche Stabilisierung der vernetzRoteinprazipitate sowie ein geringerer
Verlust von Enzymen in das Reaktionsmedium durchchaeische Belastung. Das
zusatzliche ,Einbetten* kann aber zu einem hohédervitatsverlust fihren, wie von Wilson
et al (2004) fur die Penicillin G Acylase gezeigt wurd@®i der Einbettung von TLL CLEAS
zeigt sich, dass Polyester ein geeigneteres Pohareist, da selbst bei dem Substrat Rapsol
Aktivitat nachgewiesen werden konnte. Vergleichinnfiiie lyophilisierte Lipase in beiden
Harzen, kann kein signifikanter Unterschied fedigltiswerden. Zusatzlich wurde ein
gangiges Immobilisierungsverfahren mit der TLL dwgefihrt. Dabei diente eine amino-
funktionalisierte Oberflache als Trager zur Fixieguvon TLL durch Glutaraldehyd. Die
Aktivitat gegenidber pNPPalm war um eine GroRenandnileiner als die der neuen
Immobilisierungsmethode auf Grundlage des wassernfr&inschlusses. Ein Grund dafur
konnte die erhdhte Proteinladung auf der Oberflékthreh das neue Verfahren sein.

Tabelle 4.3: Flachenbezogene Aktivitat nach Immohierung auf Stahlplattchen. Gefriergetrocknete freie
oder ,Cross Linked'T. lanuginosud.ipase (TLL) wurde durch das wasserfreie Einschedahren entweder
mit Epoxid- oder Polyester-Harz immobilisiert. Zweirschiedene Methoden des Einschlusses: ,EinJattah
-Abschleifen® wurden angewandt. Zwei verschiedendépake-Assay Systeme wurden genutzt, ein
spektrophotometrischer Assay mitNitrophenyl-Propionate (pNPProp) odeNitrophenyl-Palmitat (pNPPalm)
als Substrat und ein titrimetrisches Assaysysterh Ra@ps6l als Substrat. Aktivitdten wurden von zwei
unabhéngigen Experimenten ermittelt und deren Migge dargestellt. Als Kontrolle diente eine Startd

Immobilisierungsmethode, wobei TLL auf einer Amifumktionalisierten Oberflache immobilisiert wurde.
Diese wurde mittels pNPPalm Assay analysiert ugdleeine Aktivitat von *4,2 mU/cm2,

_ _ _ “Cross Linked"T. lanuginosus
FreieT. lanuginosud.ipase )
Lipaseaggregate
Nachbehandlung [mU/cm?]

Substrat [mU/cm?]
im Polymerharz _ _
Epoxid- Polyester- Epoxid- Polyester-
Harz Harz Harz Harz
“Einbetten” 250 560 20 30
pNPPalm* _
“Abschleifen” 1200 640 33 14
“Einbetten” 31 46 <0,1 7
pNPProp ]
“Abschleifen” 44 66 6 2,4
“Einbetten” 170 830 <1 10
Rapsol

“Abschleifen” 260 60 <1 3
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LStreuen”

In einem ersten Immobilisierungsschritt wurde dieLTentweder adsorptiv an Octyl-
sepharose Kugelchen gebunden oder durch die Harggelon CLEAs immobilisiert. Diese
Praparate wurden lyophilisiert und in einem zweitemmobilisierungsschritt mittels der
Methode ,Streuen“ auf ein mit Epoxid-Harz beschetes Polyestergewebe gegeben. Nach
der Polymerisation konnten diese Gewebe auf Lipgdis#at mittels pNPPalm Assay getestet
werden. Dieses zweistufige kombinierte Verfahrealctves den wasserfreien Einschluss der
TLL beinhaltet, zeigte vergleichend mit einer g&egi Immobilisierungsmethode
Aktivitaten, die um eine GrofRenordnung héher lieGeabelle 4.4). Ein Grund fur die héhere
Aktivitat pro Flache kénnte wiederum eine hdheret€inladung sein.

Tabelle 4.4: Spezifische und flachenbezogene Aktigit nach zweistufiger Immobilisierung von T.
lanuginosus Lipase auf PolyestergewebeDurch Adsorption an Octylsepharose gebundene amtes$ linked”

T. lanuginosus Lipase (TLL) wurde in einem zweiten Immobilisieggschritt mittels wasserfreiem
Einschlussverfahren auf einem Polyestergewebe rfixiBabei wurde Epoxid-Harz aufgetragen und die
Enzympréaparationen darliber gestreut. Die Aktivitgieo Menge immobilisiertem Enzym oder pro Obetikic

wurden mittelg-Nitrophenyl-Palmitat Assay bestimmt. Als Vergleisrde freie TLL (spezifische Aktivitat: 5
U/mg Protein) mittels Adsorption auf dem Polyestsvgbe immobilisiert. n.b.- nicht bestimmt

1. Stufe der 2. Stufe der o
o o Aktivitat
Immobilisierung  Immobilisierung
Nach 1. Nach 2. Stufe der Immob.
Stufe der Immob. [mU/mg Protein]
[mU/mg Protein] [mU/cm?]
Wasserfreier 5,8
Octyl- _
Einschluss 11
sepharose 55
~Streuen”
Wasserfreier 34
CLEAs Einschluss 110
w 6,8
~Streuen
Adsorption
n.b.
- auf entfallt
0,9

Polyestergewebe
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~Spruhen®

Das vierte Enzympraparationsverfahren startet rait $uspension des Enzyms in einem
organischen Ldsungsmittel, welches mischbar mit dBolymerharz ist. Durch das
~Sprihen“- Verfahren wird eine diinne Schicht auzyEmPolymer auf dem Tragermaterial
aufgebracht. Es wurden 1 x 1 cm grof3e Stahlplattdbie diese Versuche genutzt, wobei
unterschiedliche Mengen an Enzym mit dem EpoxidzH@gemischt wurden. Die
Enzymaktivitaten wurden mittels pNPPalm Assay besti (Tabelle 4.5).

Die Lipaseaktivitaten sind vergleichbar mit dencflénbezogenen Aktivitaten aus dem
Verfahren ,Einbetten” und ,Abschleifen” aus Tabell&. Eine Steigerung der Enzymmenge
bis 0,16 mg lasst die Lipaseaktivitat entsprechsteijen. Oberhalb dieser Menge an TLL
stagniert die Enzymaktivitat. Vergleicht man nune dspezifische Enzymaktivitdt des
Verfahrens ,Einbetten* mit freier, lyophilisiertéfLL (24 mU/mg) mit der maximalen
spezifischen Aktivitat aus dem Verfahren ,Sprihgi@80 muU/mg), kann angenommen
werden, dass ein hoherer Anteil des eingesetzteteiRs im Verfahren ,Sprihen” aktiv ist.
Da in beiden Verfahren die Oberflachenaktivitatier gleichen Grél3enordnung liegt, konnte
eine Sattigung der Oberflache mit TLL angenommerdem Dies misste durch eine Reihe
von definierten Enzymmengen pro Stahlplattchen under entsprechenden
Aktivitatsbestimmung nachgewiesen werden. Eine iBestng der aktiven Lipasemolekile
pro Oberflache ware eine weitere Mdglichkeit, une dnaximale Beladung mit aktivem
Enzym gegenuber der Gesamtproteinmenge zu erm{Relmsoret al, 2002).

Tabelle 4.5: Lipaseaktivititen der mittels ,Spruherf im wasserfreien Einschluss-Verfahren
immobilisierten Thermomyces lanuginosus Lipase. Verschiedene Mengen dért lanuginosud.ipase (TLL),
welche in Suspension mit Aceton vorliegen, wurdeib Bpoxid-Harz vermischt und auf ein Stahlplattchen

gespriht. Aktivitaiten gegenibpiNitrophenyl-Palmitat (pNPPalm) wurden auf die Gldshe sowie Menge an
Protein bezogen.

pNPPalm Aktivitat

Berechnete Menge an TLL

auf Stahlplattchen

[mU/cm?] [mU/mg TLL]
(cmx1cm)
[mg]
0,04 21 500
0,16 120 780

0,22 100 470
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4.3.2Ashbya gossypii Threonin Aldolase im wasserfreien Einschlussverfaten

Threonin Aldolasen (TA) gehoéren zur Klasse der kyasind knupfen bzw. spalten C-C
Bindungen. Physiologisch katalysiert dieses EnzyenSpaltung von L-Threonin zu Glycin
und Acetaldehyd sowie die stereospezifische Rukkirg dabei ist es abhéngig von
Pyridoxal-5-phosphatDuickerset al, 2010). Industriell sind TA besonders intersessar
die Produktion vonp- Hydroxy- a- Aminoséuren (L- Threonin, L- Serin and 3-
Hydroxyprolin), die Vorstufen fur aktive pharmazieoshe Substanzen sind (z.B. Anti-
Krebsmedikamente, Antibiotika und Immunsuppresspi@&iteinreibeset al, 2007).

In vorhergehenden Arbeiten wurde dakY1Gen ausA. gossypii welches fiir die Threonin
Aldolase kodiert, in einek. coli Expressionsvektor kloniert, das Bakterium mit delasmid
transformiert und die TA exprimiert. Die rekombindrergestellte TA wurde biochemisch
untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass dasnteirye molekulare Masse von 43 kDa
aufweist und unter nativen Bedingungen als Homanegr aktiv ist. Weiterhin ist die aktive
TA vom Co-Faktor Rridoxal-5-phosphat abhang{Bariget al, 2014).

Dieses im Vergleich zur TLL komplexere Enzym wurde wasserfreien Einschluss-
Verfahren ,Einbetten” und ,Abschleifen” mit Epoxidarz immobilisiert (Tabelle 4.6). Dabei
wurde freie lyophilisierte TA mit dem Polymerharzngischt und auf 1 cm2 grol3e
Stahlplattchen aufgetragen. Nach Polymerisatiordevalie Enzymaktivitat mittels DL-threo
[BPhenylserin, einem Substratanalogon, bestimmt. Eiasetzung von Benzaldehyd bei 280
nm konnte detektiert werden, was bestatigte, dasslrdmobilisierung und Herstellung
aktiver TA Reaktionseinheiten erfolgreich war (Bjeet al, 2014).

Tabelle 4.6: Immobilisierung der Ashbya gossypii Threonin Aldolase im wasserfreien Einschluss-
Verfahren. Zwei Beschichtungsverfahren ,Einbetten® und ,Absiflen* wurden im wasserfreien
Einschlussverfahren mit Epoxid-Harz fur die Thre@nAldolase (TA) angewandt. Enzymaktivitat wurdétehs

Freisetzung von Benzaldehyd bei 280 nm nach Spales Substratanalogons DL-th@&henylserin
bestimmt. 1 U entspricht der Menge TA, die nétigusn 1 pmol Benzaldehyd pro Minute freizusetzen.

Aktivitat
[mU/cm?]

Versuch a Versuch b

,Einbetten* 83 98
LAbschleifen” 12 113
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4.4 Schlussfolgerung und Ausblick

Ein neues Immobilisierungsverfahren auf Grundlageswasserfreien Enzym-Einschlusses
konnte etabliert werden. Das Konzept, lyophiligerdder in organischer Suspension
befindliche Enzympréparate mit einem Polymerharz raischen, die Polymerisation
auszulosen und verschiedene chemische Oberflachemegchichten, wurde mittels TLL
bestétigt. Dabei wurden vier verschiedene wasserEazympraparationen mit Epoxid-Harz
gemischt, polymerisiert und deren Enzymaktivitdhigtelt. Diese Lipaseaktivitdten kdnnen
mit Standardimmobilisierungsverfahren konkurrieleém zweites Polymerharz auf Basis von
Polyester ist fur die Verfahren ,Einbetten” und ,gdhleifen” einsetzbar. Die Anwendung auf
ein weiteres, in seiner Komplexitat zweifach hokekEnzym, die TA (Homotetramer statt
Monomer und Co- Faktor abhangig anstatt unabhangigyde erfolgreich durchgefiihrt.
Somit konnte ein robustes System entwickelt werdeelches die Anforderung an das
Enzym, Aktivitdt nach Lyophilisierung und/ oder $aasion im organischen Lésungsmittel
zu haben, stellt. In dem System stellt das verwten@®®lymerharz den Enzymtrager dar,
wobei eine Haftung an verschiedene Oberflachen ieitrwird.

Eine Beschreibung der physikalischen und chemisé&tiganschaften des Enzym/Polymer-
Komplexes sowie das Verhalten bei Langzeitprozéssfigen stehen noch aus.
Physikalische Eigenschaften beziehen sich zum Biapf das Quellverhalten des Harzes in
wassrigen Losungen. In anderen Studien konnte gewerden, dass Epoxid-Harze Wasser
absorbieren, was dem Enzym ein mikrohydrophilesiedilzur besseren katalytischen
Aktivitat zur Verfugung stellen wirde (Zhou und lasc 1999). Die PorengréRe der
Polymerharze sowie deren Einfluss auf Diffusion 8abstrate sowie Aktivitat der Enzyme,
ware ein weiterer Ansatzpunkt fur Folgestudien {&tiet al, 2011).

Bei der Untersuchung der chemischen Eigenschaféan Ehzym/Polymerharz-Komplexes
konnte die Art der Immobilisierung ndher betrachterden. Es wird davon ausgegangen,
dass es sich bei der Immobilisierung um einen Hinss oder ein sogenanntes Einbetten des
Enzyms in das entstehende dreidimensionale NetzareshMakromolekilen handelt. Es ware
aber auch maoglich, dass bei der Additionsreaktwisehen den Epoxid-Vorstufen und dem
Harter Amino-, Thiol- oder Phenolgruppen der Amiaen mit den Epoxid-Gruppen
reagieren. Im wassrigen Milieu ist diese Moglichkéér Reaktion mit dem Biokatalysator
eher unwahrscheinlich, aber da in der vorliegendidreit in organischen Losungsmittel und
Enzympréazipitaten gearbeitet wurde, ist eine kawaleBindung an die Tragermatrix nicht
auszuschlieBen (Matest al., 2006).
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Um die Immobilisierungsmethode zu definieren, wé&iae schrittweise Auflosung der
Epoxid-Matrix durch spezielle organische Losungsghinoglich (Mayoret al, 1961). Die
Freisetzung von Proteinen kénnte mittels SDS-PA@&ifolgt werden.

Die Stabilitat des immobilisierten Praparates inneei Zwei-Phasen (Ol/Wasser)
Ruhrreaktoren fur die TLL steht noch aus. Ein weiteAnsatzpunkt ware die Nutzung
anderer Polymerharze, welche spezielle funktiondigenschaften (z.B. hydrophil,
hydrophob) haben. Weitere Enzyme kénnten in dene8ygetestet werden.

Mit der beschriebenen Methode zum wasserfreienchloss von Enzymen ergeben sich
multiple Anwendungsmaoglichkeiten. Die Beschichtumgn Netzen oder Gittern, die in
Reaktorsystemen eingehangt werden, kénnten nactkatatytischen Umsetzung entfernt
werden und wirden dadurch die Kosten fiir eine Twegnvon Enzym und Produkt
minimieren.

Die relativ dicke Schicht nach ,Einbetten* und ,Aleifen* kbnnte als Enzymreservoir
dienen, die nach Inaktivierung der oberflachlicligrzyme durch mechanische Behandlung
aktive Enzyme freisetzt. So wirde sich eine neuendivilisierung ertbrigen und die

Aufarbeitung kdnnte vor Ort am Reaktorsystem dueigrt werden.
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5. Entwicklung eines quantitativen

Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems

5.1 Erschlie3ung lipolytischer Enzyme und deren Akvitatsbestimmung

Um neue Lipasen mit gewlnschten Eigenschaften Aktevitat bei niedrigem bzw. hohem
pH Wert oder einer breiten Temperaturtoleranz,soligren, werden Quellen durchsucht, die
den zukinftigen Reaktionsbedingungen &hneln, wie Beispiel Abfall mit hohen Anteil an
Fetten, heil3e Quellen oder alkalisch bzw. saure&Sser. Daraus werden Mikroorganismen
isoliert, welche vorzugsweise Enzyme synthetisierdie die gesuchten Eigenschaften
widerspiegeln (Sharmat al, 2001). Ein zusatzlicher Selektionsdruck, wie.ZlHglyzeride
als alleinige Kohlenstoff- und Energiequelle odeednige bzw. hohe Hydroniumionen
Konzentrationen bei der Kultivierung unter Laboripgdingen, konnte klassisch
Mikroorganismen selektieren, welche besonders Istabnd aktive Enzyme unter den
gewdéhlten Kriterien produzieren. Durch konventitmelMutagenese, wie z.B. UV
Bestrahlung oder chemische Substanzen kdnnte thgsittso verandert werden, dass Enzyme
mit spezifischen Eigenschaften synthetisiert werd@mbiniert mit einem Selektionsdruck
ist diese Methode bei unbekannten Genomen erfaolyreéeit den 1980er Jahren werden
,Protein Engineering“ Methoden genutzt, um durch dnderung der Struktur von Enzymen
bestimmte Eigenschaften, wie Substratspezifitat tRedjioselektivitat zu verbessern. Im
Fokus steht besonders die katalytische Umsetzumgsyathetischen Substraten, wie z.B.
enantiomer-reine Produkte fur die Pharmaindusieuere Methoden nutzen die sogenannte
,Directed Evolution“. Durch den zufélligen Austabsgon Aminosauren in einem Enzym
wird eine Vielzahl von Varianten des Biokatalysatgeneriert. Diese werden in folgenden
Schritten in Hinsicht auf ihre Stabilitat, Substdzifitdt und Regioselektivitat getestet
(Bornscheueret al, 2012). Im Fall der Lipase gibt es fur das ,Soreg“ eine Fille an
Protokollen, die sich in ihrem Prinzip der Subsesktion, Sensitivitat und Anwendbarkeit
unterscheiden (Gupt@t al, 2003). Abbildung 5.1 gibt eine Ubersicht Uber b
experimentelle Ansatze (Gupthal, 2003; Beissoet al, 2000).
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Protokolle zur Analyse lipolytischer Aktivitat

Freisetzung von Anderungen an der
Hydrolyse-Produkten Grenzflache
] Qualitativ
Emulsionsplatten mit —
verschiedenen Substraten Quantitativ
Dunnschichtchromatographie Druckanderungen an
(DC/TLC) monomolekularen Filmen

Bestimmung der
Quantitativ Oberflachenspannung
mittels Ol-Tropfen Methode

Titrimetrie

, ~2Atomic Force Microscopy*“ (AFM)
Spektrophotometrie

Infrarotspektroskopie (IR)

Fluoreszenz Analyse
Chromatographie

Immunologische Methoden

Enzymatische Methoden

Abbildung 5.1: Schematische Ubersicht iiber Protokdd zur Analyse lipolytischer Aktivitat. Nach Art des
Nachweis-Verfahrens wurden zwei Hauptgruppen uciéeden: 1) Freisetzung von Hydrolyseprodukten und
deren Detektion und Il) Analyse der Anderungen an@renzflache wahrend und nach der Reaktion (Geipta
al., 2003; Beissoet al., 2000).

Oft werden bei der Detektion extrazellularer ligdgher Enzyme in einem ersten Schritt
Mikroorganismen auf Petri-Platten-Nachweissysteagfigebracht. Diese kdnnen emulgiertes
Tributyrin (C4) enthalten (Fakhreddiret al, 1998). Durch die Umsetzung des Substrates
entstehen wasserldsliche Produkte, wie zum Beidhidtlersaure, welche in die Umgebung
diffundieren kénnen. Durch den Abbau der Tributydpfchen kommt es zu einer Klarung
der Emulsion, die auf Lipaseaktivitat hinweist. Dabutyrin bis 0,8 mM wasserldslich ist,
kann es auch zur Detektion von Esterasen im PEttieR-Nachweissystem eingesetzt werden
(Berg et al, 1998). Eine weitere Mdglichkeit Lipasen nachziser ist deshalb der Einsatz
von emulgiertem Triolein (C18) im Medium. Das Hylyseprodukt Olsaure ist nicht
wasserloslich, so dass Fluoreszenzfarbstoffe, wigodBmin B, die freiwerdenden

langkettigen Fettsauren sichtbar machen kdnnenkgtaai al, 1987).



5. Lipase-Nachweissystem 62

Der Zusatz von Farbstoffen, welche auf pH- Andeamgeagieren (Alford und Steinle,
1967), oder die Zugabe von chromogenen Substan#etiea Basis vora-Naphtol- oderp-
Nitrophenolestern ist auch mdglich (Yeehal, 1986).

Kulturiberstéande werden meist mittels chromogendstnzen, wi@- Nitrophenyl-Palmitat
(C16) odemp- Nitrophenyl-Propionat (C3), spektrophotometrigetestet (Jagest al, 1999).

Die meistgenutzte Methode ist die Titrimetrie. Daleerden in einem Emulsionssystem
Triglyzeride mit Lipasen umgesetzt. Die freiwerdendFettsduren senken den pH-Wert.
Ublicherweise findet eine kontinuierliche Uber dd&eaktionszeitraum laufende oder
einmalige Gegentitration nach Abschluss der Reaktait Hydroxidionen statt. Anhand der
titrierten Hydroxidionen kann auf die aquimolaremge an freien Fettsduren, welche durch
lipolytische Umsetzung entstanden sind, geschlogseden. Vorteile der Titrimetrie sind 1)
ein  Emulsionssystem, welches Lipaseaktivitdit an @egenzflache bestimmt, IlI) dass
verschiedene Triglyzeride, variierend in ihrer aeténge, in dem System eingesetzt werden
kénnen. Nachteile sind I) die Inhibierung der Lipdei wasserunldslichen Produkten, II) der
pH Wert-abhangige lonisierungsstatus der freietsketen, Ill) eine Zunahme des Volumens
bei kontinuierlicher Titration sowie VerdnderungsdeH-Wertes tber den Reaktionszeitraum
bei einer Endpunkt-Titration (Guptt al, 2003). Mit diesem Lipase-Nachweissystem kann
die Aktivitat sowie die Substratspezifitdt gegentibeglyzeriden mit variablen Kettenlangen
untersucht werden. Temperatureigenschaften uncEnfdiuss von positiven und negativen
Effektoren konnen ermittelt werden. Allerdings iggder einzelne Durchgang sehr
zeitaufwendig.

Fur die Titrimetrie und die meisten quantitativeipdse-Nachweisverfahren wird erfahrenes
Personal und ein gut ausgestattetes Labor beng&gireening” Methoden in 96-well
Mikrotiter-Platten fUr Lipasen sind bekannt, abeergen meist genutzt, um spezielle
Eigenschaften, wie Enantio- und StereoselektilagitMuteinen oder Naturisolaten zu testen
(Reetz, 2002).

Methoden, welche Phasengrenzen beinhalten und abre# Lipaseaktivitéat detektieren und
guantifizieren sowie gleichzeitig hohe Probenaufkmn bewaltigen kdnnen, sind bisher
nicht bekannt. Eine Mdglichkeit, eine Charaktensng in Hinblick auf pH Optimum oder
den Einfluss von positiven sowie negativen Effettgrwie z.B. Gallensalze oder lonen,

durchzufiihren, ware vorteilhaft.
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Aus diesem Anspruch heraus ergab sich das Ziehaaehd auf den bestehenden Petri-
Platten-Nachweissystemen, die emulgiertes Tributgnithalten, eine weithin einsetzbare und
einfach zu handhabende Methode zur quantitativepadaaktivitatsbestimmung zu
entwickeln. Bestehende Systeme sind meist semitigai@n einsetzbar, so dass wesentliche
Verdanderungen vorgenommen werden mussen. Eine sumpasn den Mikrotiter-Mal3stab
sollte erfolgen. In den folgenden Untersuchungelitesmezeigt werden, dass das neu
entwickelte Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem aufu@ailage einer Tributyrinemulsion zur
guantitativen Bestimmung von Lipaseaktivitat eimbat ist. Weiterhin war es das Ziel, eine
Charakterisierung der physikalischen Eigenschafies Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems
durchzufiihren. Neben der Etablierung des Nachwsissys auf das Modellenzym
Thermomyces lanuginosuspase (TLL) sollte die Anwendbarkeit auf weitetgpasen

verschiedensten Ursprunges getestet werden.

5.2 Entwicklung und Charakterisierung eines quantiaitiven

turbidimetrischen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems

Ein gangiges und anerkanntes Lipase- und Estetastegustellt Tributyrin (C4) dar. Es ist
bis 0,8 mM wasserloslich und bildet bei héherer Xamtration eine Emulsion (Beeg al,
1998). Bei der Kultivierung unbekannter oder gentesch veranderter Mikroorganismen, die
auf extrazellulare Lipasen getestet werden, wirdibufyrin in Petri-Platten-
Nachweissystemen in einer Konzentration von 1%)(sfandardmalig zugegeben (Hess
al., 2008). Des Weiteren werden damit Kulturiiberstdndch Abtrennung der Zellen auf
Lipaseaktivitat getestet (Smeltzetr al, 1992). Die einfache und schnelle Analyse imiPetr
Platten-Nachweissystem mittels Klarhofbildung ber éddmsetzung von Tributyrin erlaubt
eine qualitative Aussage Uber die enthaltene Lgidsatat. Es gibt mehrere Anséatze, bei
denen eine quantitative Bestimmung der Lipased#tivin einem Emulsionssystem maglich
ist (Smeltzeet al, 1992; Jette und Ziomek, 1994).

Abbildung 5.2 stellt das Prinzip eines solchen éioildenden Lipase-Nachweissystems im
Petri-Platten-MalRstab bei pH 7 dar. Zwei verschiedeénzympréparate, die lanuginosus
Lipase (TLL) und die freigesetzten Lipasen vBn curvatumAWO02, wurden in vorgestanzte
Locher appliziert. Die Proteine in allen vier Probdiffundieren durch das mit Agar
stabilisierte Zwei-Schicht System, bestehend amsreinteren Schicht ohne und einer oberen

mit emulgiertem Tributyrin.



5. Lipase-Nachweissystem 64

Vergleicht man die Klarhofbildung der TLL sowie d&. curvatum AWO02 Lipasen
untereinander, erkennt man, dass es bei der haimgesetzten Aktivitatsmenge auch zu
einem Kkleineren Klarhof nach 24 h Inkubation komWerden aber gleiche Aktivitaten, die
mittels p-Nitrophenyl-Palmitat Assay ermittelt wurden, vomLTund P. curvatumAWO02
Lipasen miteinander verglichen, zeigen sich unteestiche Klarhofdurchmesser. Dies
kénnte auf eine unterschiedliche Substratspezeggentber Tributyrin, aber auch gegeniber

pNPPalm zurtckzufiihren sein.

Abbildung 5.2: Zwei Schicht Lipase-Nachweissystemr Petri-Platten-Mal3stab. Das Plattensystem besteht
aus einer unteren Schicht mit einem 0,1 M Na-Pdrsjistem (pH 7) und 2 % (w/v) stabilisierendem Agar
sowie aus einer oberen Schicht, welche zusatzliéa (v/v) emulgiertes Tributyrin enthalt. 20 pl derobe
wurden in vorgestanzte Locher pipettiert und 24eh39 °C inkubiert. Lipasepréparate zeigen in aHétlen
eine Klarhofbildung. 1Phialemonium curvatumAWO02 (23 muU), 2P. curvatum AW02 (11,5 mU), 3
Thermomyces lanuginosugpase (23 mU), 4. lanuginosud.ipase (11,5 mU), 5 Puffer ohne Lipase.

Mit dem System, das in Abbildung 5.2 vorgesellt #jrkann eine Aussage getroffen werden,
ob Hydrolyse stattfindet. Die Hydrolyse bedingt eeimotale Klarung. Abhangig vom
Klarhofdurchmesser kann eine Aussage getroffen everdiie viel Aktivitat in den Proben
enthalten ist. Zu beachten ist, dass der Klarheafuuesser nicht allein von der
Lipaseaktivitat bestimmt wird, sondern auch von Beoteinkonzentration, die sich radial
verdinnt. Hohe Proteinkonzentrationen werden varisahalig einen groReren Klarhof
bedingen als niedrige Proteinkonzentrationen, deakdiber eine langere Wegstrecke hdhere
Proteinkonzentrationen vorhanden sind, die eineuig bewirken. Weitere Faktoren, welche
eine mogliche quantitative Aussage mit dem bestdehipase-Nachweissystems im Petri-
Platten-Mal3stab beeinflussen kénnen sind: I) di#gufion der Lipase und der Hydrolyse-

produkte sowie Il) die Produktdesorption von dee@kche.
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Aus diesem Grund wurden Anderungen des bestehdrijase-Nachweissystems im Petri-
Platten-Mal3stab mit emulgiertem Tributyrin als Stdisvorgenommen. Abbildung 5.3 stellt
schematisch die wichtigsten veranderten Teilpurdde welche die genannten kritischen
GroRen minimieren sollen. Abbildung 5.3A stellt sofatisch das Prinzip bestehender
Plattenemulsionssysteme dar. Meist enthalten sier am Gegensatz zum im Bild
aufgezeigten System nur eine Schicht mit emulgweiebutyrin in einem geeigneten Puffer-
oder Mediumsystem, das mit Agar stabilisiert isegblet al., 2008; Smeltzeet al, 1992;
Jette und Ziomek, 1994). Das Enzym wird in vorg&jex Ausstanzungen gegeben, so dass
eine Diffusion durch das Medium mdoglich ist. Durdie Hydrolyse kommt es zu einer
radialen Klarung der Tributyrinemulsion. Der Klaftlorchmesser kann in Relation zur
Enzymaktivitat gestellt werden. HOhere eingesetZEmymaktivitaten fuhren zu einem
groReren Klarhofdurchmesser. Radial nimmt die Erkmentration bei der Diffusion durch
das Medium ab. Durch die Verdinnung des Enzymsdim@estimmung des Durchmessers,
welcher durch eine totale Klarung hervorgeruferdwist diese Methode eher qualitativ oder
semi-quantitativ anzuwenden.

Durch die Einfuhrung eines Zwei-Schicht-Systems,dsen die obere Phase das emulgierte
Substrat enthélt und die untere ohne Substrategtrlsollte ein Reservoir geschaffen und die
Produktdiffusion erleichtert werden (Abbildung 5.3/&d B). Durch die Minimierung des
Volumens im Nachweissystem sowie die Aufbringung ldpasemolekiile als dritte Schicht
sollte eine eindimensionale Diffusion mit minim@m Proteinkonzentrationsgradienten durch
die Substratschicht ermdglicht werden (Abbildung3Bj. Die Auswertung mittels
Spektrophotometer bei 595 nm im 96-well Platten-MaB eroffnet zusatzlich die
Maoglichkeit, die Klarung tber die Zeit zu analygier Somit wird nicht die totale Klarung
aufgenommen, vielmehr wird die Analyse der pasielKlarung im Verlauf der Hydrolyse
maoglich.

Ein weiterer Punkt ist, dass im Gegensatz zu g&@&nmgigolorimetrischen Verfahren zur
Lipaseaktivitatsbestimmung keine Detergenzien zetgéswerden muissen. Es wurde
nachgewiesen, dass Detergenzien einen Einflusdi@alipaseaktivitat haben (Delorne¢ al,
2011).
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Abbildung 5.3: Lateral versus Vertikal-Diffusion der Lipase bei Tribungskldarung einer in Agar
immobilisierten Tributyrinemulsion. A: Das Zwei-Schicht Lipase-Nachweissystem dargestsilt Petri-
Platten-Maf3stab. Die untere Schicht enthalt eirfiePsifstem mit 2 % Agar, die obere zusatzlich 1 $bdtyrin.
Lipase wird in vorgefertigte Ausstanzungen gegebed der Klarhof nach 24 h Inkubation bei 30 °C
ausgemessen. Die radiale Diffusion fuhrt zu einen#entrationsabnahme der Lipasemolekile (¢) Ubmgnei
Gesamtdurchmesser von 10 cBi. Im kleineren Mikrotiter-Platten-MaRstab erfolgedZugabe einer dritten
Schicht, welche die Lipasemolekile enthalt. Diefl@ion der Lipase sowie der Produkte nach Hydrolyse
erfolgen in eine Richtung Uber eine Lange von cir@acm, Verdinnungseffekte werden somit minimiert.

5.2.1 Das Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem zur Quaifizierung von Enzymaktivitat

Als Modellenzym zur Entwicklung und Charakterisiegu des Mikrotiter-Lipase-

Nachweissystems wurde di€hermomyces lanuginosusipase (TLL) genutzt. Um die
Eignung des Systems zur quantitativen Analyse vipadeaktivitdt zu bestimmen, wurde 1)
eine variable Enzymkonzentration in dem System wagdt und Il) die Substratsattigung
getestet.

Die Zugabe der TLL L6sung zeigt eine Abnahme detirikion bei 595 nm im Mikrotiter-

Lipase-Nachweissystem (Abbildung 5.4). Gezeigt werd konnte, dass die
Extinktionsabnahme und somit die Hydrolyse des Uiyibn zunéchst linear verlauft,
wodurch die Daten zur weiteren Quantifizierung denwerden konnen. Nach einigen
Stunden verhélt sich die Abnahme der Extinktion drgplisch und né&hert sich dem

Hintergrundsignal aus Puffer und Agar vossds.=0,522+0,136 an.
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Abbildung 5.4: Zeitabhangige Anderung der Extinktion aufgrund der Hydrolyse der Tributyrinemulsion
durch T. lanuginosus Lipase. Zugabe von200 ng Enzym pro Kavitats}, 20 ng Enzym pro Kavitat), kein
Enzym pro Kavitat¢). Die Zugabe der Proben entspricht dem Nullpunkider Zeitscala.

Unterschiedliche Lipasekonzentrationen haben einswitkung auf die Abnahme des
Extinktionssignals pro Zeiteinheit, wie in Abbildyi®.4 gezeigt. Werden nur die ersten zwei
Stunden betrachtet, erkennt man eine lineare Abpathen Extinktion pro Zeiteinheit. Eine
Serie von unterschiedlichen Konzentrationen TLL pavitat wurde getestet (Abbildung
5.5). Deutlich wird, dass im Bereich zwischen 28 B00 ng TLL pro Kavitét eine lineare
Abhangigkeit zwischen Enzymmenge und Extinktiongéindg pro Zeiteinheit vorliegt. Dies
entspricht einer Lipaseaktivitat von 30 bis 300 pddo Kavitat, welche mit dem
p-Nitrophenyl-Palmitat Assay als Referenzsystemitmest wurde. Uber 200 ng pro Kavitét
nimmt die Kurve eine hyperbolische Funktion an, dierch folgende Gleichung (1)

ausgedruckt werden kann:

dEg, _  Odc

1)
dt  27pg/mil+c

Diese Beziehung entspricht der Langmuir-Adsorptilsasherme, aus welcher eine Aussage
Uber die Langmuir-Adsorption-Konstante getrofferraem kann, die im vorliegenden Modell

einer Konzentration von 1/27g/mL entspricht. Die Adsorptionskonstante kann mine
Hinweis auf die Affinitdt des Enzyms gegeniber Sebstratoberflache in organisierter Form,
d.h. in kompakter Struktur wie bei einem Oltropfgaben.
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Die Halfte der Oberflache musste bei dieser Konatioh mit Lipase bedeckt sein. Da die
Adsorption ein entscheidender Schritt bei der Ums®j von Lipiden durch Lipasen ist,
konnte diese oberhalb von 200 ng TLL pro Kavit@hhimehr gewahrleistet sein. Ein Grund
dafur ware, dass eine Limitierung des Substrategegb.

Das vorliegende Ergebnis zeigt, dass eine Quaietifimg von Lipaseaktivitdat in dem neu

entwickelten Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem moglist.
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Abbildung 5.5: Abhéngigkeit der Extinktionsanderung pro Zeiteinheit von der Menge an aufgetragener
Lipase. Die erhaltenen Ergebnisse wurden mittels der tgleschen Funktion dizg/dt= 0,4/(27pg/ml )
verbunden Einbettung: linearer Teil der Konzentrationsabhgkeit. Acht Parallelversuche fiihrten zu den
Standardabweichungen angezeigt durch die Fehlenbalk

StandardméaRig wurde 1 % (v/v) Tributyrin, welchesee Konzentration von 34 mM
entspricht, der oberen Schicht zugesetzt und eemlgiUm eine Substratlimitierung
auszuschlieBen, wurden, wie in Abbildung 5.6 dagdisvier verschiedene Konzentrationen
(0,25 %, 0,5 %, 0,75 %, und 1 % (v/v)) an Tributynim Nachweissystem analysiert. Drei
verschiedene Mengen TLL (20 ng, 40 ng und 80 ngjdem in die jeweilige Kavitat
pipettiert. Klar erkennbar ist eine Abhangigkeitnvaler Enzymmenge bis zu einer
Volumenkonzentration von 0,5 % Tributyrin. Bei @inéolumenkonzentration von 0,25 %
Tributyrin ist jede der drei eingesetzten Lipasegensubstratabhangig. Die standardmalig

verwendete Volumenkonzentration von 1 % Tributyiegt in der Substratsattigung.
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Abbildung 5.6: Einfluss der Tributyrinkonzentration auf die Anderu ng der Extinktion pro Zeiteinheit
(dEsggddt) wahrend der Hydrolyse im Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem.Die obere Substrat-enthaltende
Schicht bestand aus 0,25 % (weil), 0,5 % (hellg&up % (grau) oder 1 % (dunkelgrau) (v/v) Tribruty

5.2.2 Charakterisierung des quantitativen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems

In den ersten Versuchen wurde 2 % Agar (w/v) alabiksierendes Polymer zur
Tributyrinemulsion dazu gegeben. Ob Agar, welcher@ % aus gelierender Agarose und zu
30 % aus nicht-gelierendem Agaropektin besteht denformation Juli 2013, Sigma-
Aldrich, Deutschland), einen Einfluss auf die Tiymntropfchen-Gré3e sowie deren
Verteilung aber auch auf die Diffusion der Molekidlerch das Netzwerk hat, wurden zwei
weitere polymerbildende Molekiile vergleichend geeties

Zum einen wurde die gelierende Komponente des Agdis Agarose, zu einem
vergleichbaren Anteil von 1,4 % (w/v) in dem Mikitet-Lipase-Nachweissystem eingesetzt.
Mittels Fluoreszenzfarbung der TributyrintropfchiemPolymer-Netzwerk und nachfolgender
VideoScan® Analyse, welche Fluoreszenz-Mikroskoprait einer automatischen
Datenerfassung verknupft, konnte die GrolR3e errhittgerden. In beiden Polymer-
Netzwerken, Agar sowie Agarose, konnte eine Tribatsdopfchen-Gréf3e von 1,5 £ 0,1 pm
erfasst werden. Der mittlere Abstand zwischen ZWépfchen betrug 20 um (Daten ohne
Abbildung).
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Agar und Agarose wurden vergleichend mit einer tefit gelierenden Substanz, dem
Acrylamid/Bisacrylamid Polymer (Polyacrylamid) im ilotiter-Lipase-Nachweissystem

eingesetzt, um die Diffusionsgeschwindigkeit voei @tandardmolekiilen zu bestimmen. Das
Ziel war zu ermitteln, ob die zuféllige Bewegung deilchen, die zur Diffusion fuhrt, durch

die Netzstruktur der gelierenden Substanzen gesto®bwohl die Viskositat des Substrates
durch die Polymerisation der Moleklle in allen di®ubstanzen zunimmt, konnte die
Mikroviskositat nicht beeintrachtigt sein. Aus ddes Grund wurde das Diffusionsverhalten

von drei verschiedenen Molekilen untersucht (TakeM)

Tabelle 5.1: Standardmolekiile, welche auf ihr Diffsionsverhalten untersucht wurden und deren
molekulare Masse.

Molekulare Masse
Standardmolekiile

[g9/mol]
Neutralrot 389
Cytochrom c 12.400
Dextran Blau 2.000.000

Dabei wurden Glasréhrchen mit dem Wasser/Polymeisgmgefillt und die ausgewahlten
Molekuile platziert. Die Diffusion der farbigen Méi@e wurde durch das Zurlcklegen einer
Wegstrecke pro Zeiteinheit analysiert. Exemplaristidie Diffusion von Neutralrot in allen
drei Polymer-netzwerkausbildenden Substanzen aldgstracke im Verhaltnis zur Zeit in
Abbildung 5.7A dargestellt. Polyacrylamid wurde dain zwei verschiedenen Konzentration,
8 % und 15 % (w/v), eingesetzt. Erkennbar ist, destralrot in Agarose am schnellsten eine
definierte Strecke zurlcklegt, wobei das Laufveadralim 15 % (v/v) Polyacrylamid am
langsamsten ist. Aus den erhaltenen Werten konete Diffusionskoeffizient ermittelt
werden. Wird der ermittelte Diffusionskoeffizienerd einzelnen Molekile in allen drei
Polymer-Netzwerken gegen den errechneten hydrodgechen Radius der einzelnen
Molekile aufgetragen, kann eine Aussage Uber di&rdviskositat im strukturierten
Netzwerk getroffen werden (Abbildung 5.7B). Diefgeinenden Polymere Agar und Agarose
scheinen keinen Einfluss auf die Mikroviskositatlmben, vielmehr stabilisieren sie durch
ihre erhdhte Viskositat nach Polymerisation dieblityrintropfchen, beeinflussen aber nicht
die Diffusionsgeschwindigkeit kleinerer MolekileienNeutralrot, Cytochrom ¢ und Dextran
Blau. Die TLL, welche mit ihrer molekularen Massei 84.000 g/mol liegt, sollte somit in
ihrer Diffusion nicht behindert werden (Baegal, 2014).
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Wird das Netzwerk aus Acrylamid/Bisacrylamid belr@t, erhoht sich nicht nur die
Viskositat, sondern auch die Mikroviskositat, dehe ausgewahlten Molekule sind in ihrer
Diffusion beeintrachtigt. Abbildung 5.7B zeigt, dasur Neutralrot in beiden Polyacrylamid-
Gelen diffundiert, wobei die Diffusionskoeffiziemteunter der Mikroviskositat in Wasser
liegen. Cytochrom c, welches mit seiner molekulavisse am nachsten zur TLL liegt, zeigt
Diffusion nur im 8 % (v/v) Polyacrylamid-Gel. Sonsind die Polyacrylamid-Gele fur das

Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem ungeeignet, da eige Diffusionsbarriere fir Lipasen

schaffen.
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Abbildung 5.7: Diffusionsverhalten verschiedener Stndardmolekile im  Mikrotiter-Lipase-
Nachweissystem stabilisiert durch verschiedene gelinende Polymere. Glasréhrchen wurden mit dem
Substrat/Puffer Gemisch des Lipase-Nachweissystgfiglt, welche mit Agar (2%, (w/v)e), Agarose (1,4 %
(w/v), o) oder Polyacrylamide (8 % (v/viz und 15 % (v/v)m) stabilisiert wurdenA: Diffusionsverhalten von
Neutralrot. B: Diffusionskoeffizienten im Verhaltnis zum berectere hydrodynamischen Radius der
untersuchten Standardmolekile (Neutralrot, Cytathcound Dextran Blau). Die vertikale Linie entspticem
berechneten hydrodynamischen Radius aus der malekuMasse deFhermomyces lanuginosligpase. Die
ansteigende Linie entspricht der MikroviskositaWiasser.

Um die Extinktionsabnahme in den Kavitaten nachakgrzugabe eindeutig mit der Hydrolyse
von Tributyrin in Verbindung zu bringen, wurde didkonzentration von Glyzerin nach
Tribungsklarung in den Kavitdten ermittelt. Erslainerweise wurde nur eine
Massenkonzentration von 4 % des zu erwartendene@hgehaltes ermittelt. Das lasst darauf
schlieBen, dass die Hydrolyse nicht vollstandig aattl Wahrscheinlich sind die
Hydrolyseprodukte wasserl6slich und somit in gegiegn Umfang als Substrat fur die TLL
zuganglich. Juradet al (2008) zeigten zum Beispiel, dass eine volls@g@dimsetzung von

Tributyrin durch die TLL nicht erreicht wird, da sldlonoglyzerid wasserldslich ist.
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Weiterhin wurde gezeigt, dass die TLL 1,3 positgpezifisch an Triglyzeriden arbeitet und
eine vollstandige Umsetzung nur in wenigen Falt@attfndet (Omaret al, 1987; Juradet
al., 2008). Weitere Details und eine ausfiihrliche Dsston finden sich in der Publikation
Bariget al (2013).

5.3 Anwendungen des quantitativen Mikrotiter-LipaseNachweissystems

Das Anwendungspotential des neuen quantitativen rddliker-Lipase-Nachweissystems
wurde untersucht, indem Lipasen pilzlichen, bakten und tierischen Ursprungs auf das
System angewandt wurden. Sechs lipolytische Enzyiee Lipasen auandida rugosa
Rhizomucor miehgi Burkholderia cepacia Chromobacterium viscosum(Typ Xll),
Pseudomonas fluorescencsowie aus dem Schweinepankreas (Typ II) wurden in
verschiedenen Mengen zugegeben. Dabei lag das tiveigkmit bei allen unter 100 ng pro
Kavitat und der lineare Bereich reichte bis 18Qong Kavitat. Somit konnte gezeigt werden,
dass dieses quantitative Mikrotiter-Lipase-Nacheystem flir verschiedenste Lipasen
anwendbar ist.

Die Moglichkeit, auch unbekannte Lipasen verglentheu einer Kalibriergerade der TLL zu
analysieren, liegt nahe. Somit konnte dieses Nadsystem zur Analyse unbekannter
Proben, aber auch fur durch ,Protein Engineerinygitisetisierter Lipasen eingesetzt werden.
Eine weitere Moglichkeit ware die Charakterisierwmmn Enzymen mit dem entwickelten
guantitativen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem. é&iainfache Einstellung des pH-Wertes
durch entsprechende Puffersysteme bietet die Mdgit, die Aktivitat abhangig vom pH-
Wert zu ermitteln. Ein zu beachtendes Kriteriumdabei den zu untersuchenden pH Wert
Bereich oberhalb der Dissoziationskonstante vorteBséiure von pk4,88 festzulegen, da
sonst die Diffusion der Produkte und damit die Tnigsklarung beeintrachtigt ist (Zigoea

al., 1999).

Eine Zugabe verschiedener Metall-lonen, welche tekaind, Lipaseaktivitat zu stimulieren
oder zu reprimieren, ist denkbar. ®ast zum Beispiel eines dieser lonen, welche einen
stabilisierenden Effekt auf Lipasen haben und soT@mperaturstabilitat erhbhen (Sangeetha
et al, 2011). Die Toleranz gegenluber weiteren positivéder negativen Effektoren, wie z.B.
Gallensalze oder Detergenzien, ist ein weitereseKum, um zum Beispiel Lipasen fur die
Substitutionstherapie bei pankreasinsuffizientetieR&en einzusetzen (Aloulcet al, 2007).

Die Zugabe zu dem System konnte innerhalb wenigandgn Aufschluss Uber dieses

Kriterium geben.
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5.4 Schlussfolgerung und Ausblick

Es wurde erfolgreich ein Mikrotiter-Lipase-Nachwaistem entwickelt, das mit emulgiertem
Tributyrin als Substrat arbeitet. Stabilisiert wiig# Emulsion durch das gelformende Polymer
Agar. Gegenuber herkdmmlichen turbidimetrischenakgNachweissystemen wird eine
eindimensionale Diffusion durch das Substrat ermetigl Eine Online Analyse mittels Platten
Spektrophotometer wurde mdoglich, die den Hydrolyselauf durch eine graduelle
Tribungsklarung Uber die Zeit aufnehmen kann.

Es konnte gezeigt werden, dass die Anderung denlixin bei 595 nm abh&ngig von der
Enzymkonzentration ist und bei der standardmaligugéen Tributyrinkonzentration von
1 % (v/v) keine Substratlimitierung vorliegt.

Eine eingehende Charakterisierung des Systems migBauf verschiedene stabilisierende
Polymer-Netzwerke, deren Einfluss auf die Tropfelesteilung und -gréRe sowie die
Diffusionsparameter konnten bestimmt werden.

Ein Vorteil ist das geringe Volumen und die Mogkeit ein hohes Probenaufkommen in 96
Parallelversuchen schnell, das heif3t innerhallr Stende, durchzufihren.

Die Anwendbarkeit auf Lipasen verschiedenen Ursgslkonnte gezeigt werden. Somit ist es
moglich, dieses neu entwickelte Lipase Nachweissysin verschiedensten Bereichen
einzusetzen.  Mdgliche  Anwendungsgebiete sind  einehnedle  quantitative

Lipaseaktivitatsbestimmung sowie die teilweise @kgarisierung von Lipasen.

Einige Ansatzpunkte zur Verbesserung des Systemsaté&n in Folgeprojekten bearbeitet
werden. Da Tributyrin bis zu 0,8 mM in Wasser I@slist und somit gleichzeitig ein Esterase
Substrat ist, ist die Unterscheidung zwischen Bsteund Lipase nicht eindeutig zu treffen
(Berg et al., 1998). Eine Mdglichkeit ist es, langkettige Trigtyide (>C10) als emulgiertes
Substrat einzusetzen. Der Abtransport der Produdteder Oberflache stellt in diesem Fall
ein Problem dar (Reist al, 2008). Moglichkeiten sind, die entstandenenefigkettsduren
durch Fallung mit lonen wie Gaoder N4 sichtbar zu machen oder Fluoreszenz-Farbstoffe,
wie Rhodamin, zu nutzen, welche das erhdhte Aufkemrfreier Fettsauren mit einem

intensiveren Signal anzeigen (Smelteeal, 1992; Kouker und Jager, 1987).
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Eine weitere Moglichkeit, welche den Abtransporhviceien Fettsduren von der Oberflache
begiinstigt, ist der Einsatz von Detergenzien od@iddextrinen (lvanovat al, 1997). Die
Oberflache ist damit fur die Lipasen besser zugéngind die Tropfchen werden kleiner, was
eine Klarung beginstigen kann. Diese Moglichkeiteriirden das Spektrum des
Nachweissystems erweitern. So konnte die Subsezaf#gt auf lang- oder kurzkettige
Triglyzeride getestet werden sowie unbekannte Emzyabs Esterasen oder Lipasen
klassifiziert werden.

Ein weiteres mogliches Anwendungsgebiet ist nebeem d Screening und der
Charakterisierung von Lipasen die Nutzung des lapdachweissystems in der klinischen
Diagnostik. Die Sensitivitat des Testsystems nriesi komplexen Material wie Blut, misste
in verschiedenen Testreihen untersucht werden.

Weiterhin stellt sich die Frage, wie die Tribungsihg zustande kommt. Da nur ein geringer
Prozentsatz des zu erwartenden Glyzerins nachetokdfirung detektiert wurde, wére ein
Ansatzpunkt, die weiteren Hydrolyse-Produkte inwéssrigen aber auch organischen Phase
nachzuweisen. Der einfachste Fall ware die Hydeolysn Tributyrin zu Dibutyrin und
Buttersédure, wobei beide Produkte wasserloslichew&mnd es somit zu einer schnellen
Klarung der Emulsion kame. Die Produkte waren dgitinnschichtchromatography (TLC)
oder Hochleistungsfliussigkeitschromatographie (HPd€tektierbar.

Das vorgestellte Mikrotiter-Lipase-Nachweissystemalgsiert die relative Klarung einer
Tributyrinemulsion in Abhangigkeit der eingesetztéktivitit. Um einen Bezug zur
Lipaseaktivitat herzustellen, ware ein Referenzakgaktivitatsassay anzuwenden. Dabei
bietet sich die Bestimmung der Lipaseaktivitat etgtTitrimetrie mit Tributyrin als Substrat
an. Die Aktivitat der spezifischen ProteinmengereeReferenz-Lipase, wie zum Beispiel der
TLL, sollte definiert werden. Wird diese Lipase iMikrotiter-Lipase-Nachweissystem
mitgefuhrt, lasst diese eine Schlussfolgerung @il gaseaktivitat gegentber Tributyrin der

zu analysierenden Proben zu.
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1 Introduction
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Research Article

Monoseptic growth of fungal lipase producers
under minimized sterile conditions:
Cultivation of Phialemonium curvatum in
350 L scale

A disadvantage of most microbial production processes is the need for sterile
techniques. The objective of this study was the development of a robust fungal
system allowing monoseptic growth with a minimum of sterile technique in
plastic barrels. Selective growth conditions were achieved by mineral salts
medium, known for the cultivation of Botrytis cinerea, but containing rapeseed oil
instead of glucose as the sole source of carbon and energy. Furthermore, pH 3 was
adjusted. A screening of fungi suitable for that system revealed Phialenonium
curvatum AWO02 isolated from compost. P. curvatum AWO02 was superior in
comparison with four further fungal isolates because high titers of hydrophilic
spores were found in submerged production. Second, a biofilm formation on
plastic segments or moving beds made harvesting of the biomass comfortable.
Cultivations with volumes of 100 or 350 L showed no contaminations by bacteria
when all conditions were controlled. Two independent approaches showed the
dependance of growth on lipases in the cultivation system. A B. cinerea strain
knocked out in lipl showed reduced growth in comparison to the wild type
because the first catabolic step is the triglyceride hydrolysis. P. curvatum AWO02
lipase activity was detected. More than 90% was found to be cell wall associated.
Solid shear stress liberated two active proteins showing IEPs of 4.7 or 5.6.

Keywords: Botrytis cinerea | Geotrichum candidum | Mucor circinelloides | Pseudozyma sp. [
Torrubiella sp.

Received: December 9, 2010; revised: March 29, 2011; accepted: April 29, 2011
DOI: 10.1002/elsc.201000219

generated, e.g. with Escherichia coli [1], and many downstream
processing steps, e.g. refolding, contribute more than 90% of

The use of microorganisms for industrial production is state of
the art. Although each of many processes is unique and specific
a few common aspects can be found to set up the starting
conditions for a possible new platform system: cultivation
costs, carbon source, sterile conditions and fermenter volume.

Cultivation costs play a minor role for high-price products
such as second-generation insulins, where a precursor is
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Abbreviations: MSM, mineral salts medium; pNPP, p-nitrophe-
nylpalmitate
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the costs for the whole stream. In the case of vitamin B,
produced by recombinant Pseudomonas denitrificans strains
[2], a small market and the need for tiniest doses allow high
selling prices. Impact of cultivation costs increases with
reduced complexity in the structure of the product e.g. t-lysine
or vitamin B,. Most interesting in the case of vitamin B, is that
two independent microbial production systems, using Ashbya
gossypii or Bacillus subtilis, coexist now for a decade and almost
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Table 1. Five natural isolates, identified by ITS1 sequencing, were found to grow in mineral salts medium with nitrate as the sole nitrogen
and plant oil as the sole carbon and energy source

Origin Strain ITS EMBL accession no. Genus species DSMZ accession no. Optimum temperature/growth rate
Air J501 FN597575 Pseudozyma sp. DSM 23899 23°C/n.d.

1802 FN597572 Torrubiella sp. DSM 23900 23°C/3 mm/day
Compost AW02 FN597571 P. curvatum DSM 23903 30°C/2.5 mm/day

]S04 EN597573 G. candidum DSM 23901 26°C/6.5 mm/day

JS05 FN597574 M. circinelloides DSM 23902 28°C/17 mm/day

A further selectivity was reached by adjustment to pH 3. Radial growth was determined at different optimum temperatures. n.d. means not detectable

because of weak surface growth. Strains were deposited at German Collection of Microorganisms and Cell Cultures (DSMZ).

completely replaced a chemical process because both are
superior concerning ecological but, most important, econom-
ical reasons [3, 4]. In the case of t-lysine produced by Cory-
nebacterium glutamicum the price for the substrate glucose
plays an important role, forcing a German company to set up
their production plants in countries where hydrolysis of starch
allows the application of cheap glucose (Evonik in North
America, 2009, Investor Relations). An alternative carbon
source is plant oil. About 127 million tonnes were produced in
2007 [5]. An advantage in comparison to sugars is that high
loads can be applied because they are not osmotically active.

These and many more processes are performed under sterile
conditions. In a research laboratory sterile working is accepted
and causes minor problems. In industrial scale insufficient
sterility can become an insuperable hurdle. This was the case
for the ethanol production with Zymomonas mobilis by Pfeifer
and Langen in Germany, where lactic acid bacteria caused
problems. Although productivity, yield and resistance against
high ethanol concentrations of this bacterium are better,
robustness of the Saccharomyces cerevisiae process was an
advantage to hinder its replacement until today [6].

The minimal requirements for monoseptic applications are
steel vessels causing high capital costs and limiting operation
volumes below 1000 m®. For wastewater treatment or biogas
production plants, running with self-selecting complex
microbial communities, concrete basins with volumes in the
range of 5000 m® are standard.

Although more than 90% of the heat needed to get a sterile
medium can be recycled by counter-current systems this is
another cost factor which plays a minor role for pharmaceu-
tical products but might be the closing argument for microbial
processes which are intended to replace petrochemistry for the
generation of bulk chemicals from agricultural precursors.

The aim of the paper was the development of a possible new
platform technology allowing the cultivation of fungi with a
minimum of sterile technique. The first objective was the
systematic analysis of selective conditions needed to run a
monoseptic culture. Starting from a fungus known to grow in
mineral salts medium additional selectivity was set up and
natural habitats were screened for fungi that can grow under
these conditions. Out of these isolates, the one with the most
interesting properties was used for a scale-up from agar plates
to a 350 L submerged culture performed in a rainwater barrel.
Furthermore, the lipase activity of the most promising
compost isolate was detected and proposed lipase proteins

© 2011 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim

were characterized concerning their subcellular localisation
and isoelectric points.

2 Materials and methods
2.1 Strains and cultivation conditions

Botrytis cinerea B05.10 wild type and its lipase deficient deri-
vative B. cinerea Alipl were kindly provided by Matthias Hahn
[7]. Additionally five strains isolated from compost or air were
used (Table 1). The strains JS04 and JSO5 were isolated by
suspending 5g compost sample (Boxberg, Germany) in 40 mL
0.9% NaCl solution. Different dilutions of the suspension were
streaked out on agar plates and incubated until growth was
visible. Appearing colonies were further selected and cultivated.
Phialemonium curvatum AW02 was isolated from a compost pile
in Schipkau (Germany). A few particles were spread on agar
plates and incubated at room temperature. The growing mixed
cultures were incubated by a stepwise increase in the incubation
temperature until only one microorganism was left over.

For the determination of mycelial growth of B. cinerea strains
as well as for the isolation of the strains from compost a solid,
modified mineral salts medium (MSM) with 18 mL rapeseed oil
or soybean oil, 1.5g KNO; 0.5g MgSO,-7H;O, 0.5mg
FeSO, - 7H,O, 0.5mg ZnSO,-7H;0, 0.02mg CuSO,-5H,0,
0.2mg MnCl, - 4H,0, 1.5¢g KH,PO; and 18 g agar per litre (pH
3) was used [8]. For submerged cultivation and isolation of
microorganisms from the air only 9 g/L rapeseed oil or soybean
oil were used in MSM. Cultivation of B. cinerea and the natural
isolates was carried out at 21°C or optimal growth temperature
(Table 1), respectively. Gas exchange was guaranteed by shaking
at 120rpm. Growth experiments to determine optimal
temperature of the natural isolates were carried out with
complex media (HA) containing 10g yeast extract, 10g glucose
and 18g agar per litre because MSM revealed no suitable
contrast between medium surface and mycelium. Additionally
for P. curvatum AW02 temperature optimum was determined
using solid MSM containing 18 mL soybean oil per litre.

Inoculation of the plastic barrels was carried out by using a
sporulated pre-culture of P. curvatum AW02. Therefore, fungus
was cultivated in 100 mL MSM media exchanging rapeseed oil
with 20 g/L glucose. Sporulation was finished after 3 days at
30°C and 120 rpm. The spores were counted with a Thoma-
chamber and used as the inoculum.

http://www.els-journal.com
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2.2 Isolation of DNA and ITS sequencing

DNA extraction was done with the Illustra Tissue & Cells
GenomicPrep Mini Spin Kit (GE Healthcare).

PCR of the ITS region was performed with the primer pair
LSU266 (5'-gca ttc cca aac aac tcg act ¢) and V9D (5'-tta cgt
cce tge cct ttg ta). Sequence analysis was done with the internal
primers ITS4 and ITS5 [9] using an automated sequencing
system (Beckman-Coulter, Fullerton, CA, USA).

The sequences of the ITS1 and ITS2 regions of the isolates
were submitted to a BLASTn search (compares nucleotide simi-
larities) by using the National Center for Biotechnology Infor-
mation database (www.ncbinlm.nih.gov/BLAST) or the database
of the Centraalbureau voor Schimmelcultures (www.cbs.knaw.nl)
to find the next most closely related fungal species.

2.3 Determination of lipase activity by colorimetry

Lipase activity was determined by a colorimetric assay using
p-nitrophenylpalmitate (pNPP) as the substrate. Substrate
solution was freshly prepared in a ratio of solution A (30 mg
pNPP dissolved in 10mL isopropanol) to solution B (0.8 mg
Triton X-100, 0.1 mg gum arabicum dissolved in 100 mL 0.1 M
Tris-HCl pH 8) of 1:9. To initialise the reaction, 0.1 mL of
enzyme suspension or solution was mixed with 0.9mL of
substrate solution. The release of p-nitrophenol (&= 12500
M~ 'em™!) after hydrolysis of pNPP was observed at 405 nm for
4 min using a spectrophotometer. One unit (U) was defined as
the amount of enzyme needed to liberate 1 pmol p-nitrophenol
per minute under the previously described conditions [10].

2.4 Isoelectric focussing (IEF) and activity staining

IEF was carried out as described by Stahmann et al. [11]. The
5% polyacrylamide gel was completed with 0.6 mL ampholytes
(SERVA, Heidelberg, Germany) per 10 mL gel ranging from
pH 3-10. Subsequently, proteins were stained by Comassie
brillant blue R250 or esterase activity (caused by lipase) was
visualized by incubation of the gel in a freshly prepared 1:1
mixture of solution A (20 mg o-naphthyl acetate dissolved in
5mL acetone and 45mL 100 mM Tris/HCI, pH 7.5) and B
(50 mg TFast Blue (Sigma) dissolved in 50mL of the same
buffer) until the colour of active bands changed dark brown
[12, 13]. As positive control NOVAREKO {NovaBiotec™ Dr.
Fechter GmbH, Berlin), a Thermomyces lanuginosus lipase
recombinantly produced by Aspergillus oryzae was used.

3 Results

3.1 Growth of air-borne microorganisms in open
non-sterile shake flasks was delayed with
rapeseed oil in comparison to glucose as the
carbon source

A systematic approach to develop a cheap and selective culti-
vation system was started with the choice of the nutrients. To

© 2011 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim
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exclude a need for vitamins, only mineral salts with exception
of the source of carbon and energy, were provided. Further
selectivity was intended by the use of nitrate as the nitrogen
source. Because aerobic catabolism is much more efficient
concerning energy metabolism resulting in higher growth
rates, aerobic conditions were chosen. Since only a small part
of the known microorganisms produce lipases rapeseed oil was
chosen as the carbon source.

When these nutrients were dissolved in non-sterilized water
and incubated in open shake flasks microbial growth, observed
by an increase in extinction at 600 nm, occurred after 5 days
(Fig. 1). A decrease in the pH from 7 to 3 postponed the
increase in the optical density for 1 day. When the nitrate was
replaced by ammonia the growth of unknown microorganisms
started earlier. Fastest response and highest growth rate was
observed when the rapeseed oil was replaced with glucose
(Fig. 1). The air-borne microorganisms were always a mixture
of bacteria and fungi. This was observed by microscopy and
cultivation of dilutions on agar plates (data not shown).

3.2 Air-borne molds and fungal isolates from
compost grew under selective conditions

The air-borne microbes which grew under full selectivity in the
open shake flasks were transferred onto agar plates with the
same medium. Two fungal strains, JSO1 and JS02, were isolated
by repeated dilution procedures. ITS sequencing identified
them as Pseudozyma sp. and Torrubiella sp. (Table 1). Since
both showed growth maxima at 23°C two further approaches
were performed to get isolates with growth maxima at higher

100 4

OD 600nm

0.1+

0.01

T T 1

0 2 4 6 8
Time (days)

Figure 1. Time course of air-borne microorganisms growing in
open shake flasks loaded by different media without sterilisation.
Response was determined at 600 nm at highest selectivity with
mineral salts medium containing rapeseed oil as carbon and
energy source. Furthermore, nitrate was used as the nitrogen
source and pH 3 was adjusted (®). Reduced selectivity was
obtained by replacing either lipid by glucose (A) or nitrate by
ammonium (M) or pH 3 by pH 7 (#).
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Figure 2. Increase in colony radius versus
incubation time of P. curvatum AWO02 at
different temperatures on mineral salts
medium agar plates containing soybean oil
as the sole carbon source. P. curvatum AWO02
was precultivated for two days at 28°C (day

—2 until 0) and for six days at 5, 10, 15, 20,
25, 30, 35 or 40°C. Values representing
incubation day —2 correspond to the radius
of the applied inoculation drop. The experi-

-2 -1 0 1 2 3 4
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temperatures. A sample from compost was directly used to
inoculate agar plates. Repeated transfer revealed two fungal
strains with optima at 26 and 28°C called JS04 and JS05,
respectively. ITS sequencing identified them as Geotrichum
candidum and Mucor circinelloides (Table 1). Independently, a
third approach was performed with a further compost sample.
In this case, the agar plates with growing mixed cultures were
incubated by a stepwise increase of the incubation tempera-
ture. At 34°C only AW02 was left over.

To evaluate the potential of AW02 as the human pathogen
its temperature profile was investigated. The maximal radial
growth rate on agar plates with minimal media containing
soybean oil was 2.5 mm/day at 30°C (Fig. 2). Growth arrested
after two days at 40°C. Same results concerning temperature
growth optimum were obtained with complex media (data not
shown).

ITS sequencing identified it as P. curvatum. A similarity of
100% to CBS 113274 and CBS 489.82 (accession numbers
AY604837 and AY 464131, respectively) was found. The
type strain of this species CBS 490.82 (AY 464127) differs
by only two substitutions and a single insertion/deletion
(data not shown). This result is in agreement with intra-species
variation.

3.3 Hydrophilic spores of P. curvatum AW02

The preparation of a suitable inoculum for a 350 L submerged
culture was much easier with P. curvatum AWO02 than with
B. cinerea. The first-mentioned strain was found to produce
hydrophilic spores at high titres. More than 10° spores/mL
were found in flask cultures with mineral salts medium using
glucose as the carbon source (Table 2). B. cinerea is known to
form microconidia but they do not germinate. The macro-
conidia are only formed on aerial hyphae and have a hydro-
phobic surface. To use them as inoculum a detergent has to be
used to avoid sticking. P. curvatum AWO02 spores did not stick

© 2011 WILEY-VCH Verlag GCmbH & Co. KGaA, Weinheim

] ment was performed with a double deter-
& mination for each temperature. Values are
given as mean. Scattering was < 20%.

Table 2. P. curvatum AWO02 produced hydrophilic spores in
shaking flask culture with 100 mL minimal medium using
glucose as carbon source. Means of two independent
experiments were calculated.

Glucose % 10° spores/mL Mean
10g/L

Experiment 1 4.6

Experiment 2 3.3 3.9
20g/L

Experiment 1 34

Experiment 2 5. 4.2
50g/L

Experiment 1 3.4

Experiment 2 %7 7.6

together. After storage at —80°C in 30% glycerol about 60%
germinated on agar plates with HA medium.

3.4 Robust growth of P. curvatum AWO02 and lipase
production in 100 or 350 L scale

To investigate feasibility in larger scale 100 or 350 L cultures
were performed in 200 or 500 L plastic barrels, respectively. For
gas exchange and convection of the rapeseed oil droplets 100 L
air was bubbled through the culture per minute. Since AW02
was attaching to the plastic surface five wall segments cut out
of a second 200 L barrel were hanged into the culture broth of
the 100L cultivation. After 5-8 days growth they were taken
out to harvest the biofilm (Fig. 3). A second opportunity to
harvest the biomass was to use about 1900 cubes (1cm x 1
emx Lem) made of BASOTECT™ (BASF Schwarzheide
GmbH, Germany) as moving beds (Fig. 3) In 350 L scale again
two support systems were used for the biofilm adherence.
Either about 6000 cubes as moving beds (Fig. 3) or 12 vertical
plastic boards with a rough surface were used for dividing the

http://www.els-journal.com
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Hanging segment
(1/6 perimeter)
Sterile filter
(100 | air/min)
84 cm
100 liters
MSM

Table 3. Robustness of P. curvatum AWO02 lipase production was
tested in eight cultures ran with 100 L plus five cultures ran with
350L

Run  Culture pH Activity  Total

No. volume (L) titrated Contamination (kU) time

ik 100 No No 12 7 day
2" 100 No No 28 7 day
3% 100 No Yes - 6 day
4t 100 No No 13 11 day
5% 100 No No 10 10 day
6" 100 Yes No 8 8 day
i 100 Yes No 17 9 day
8" 100 Yes No 22 10 day
9 350 Yes No 20 8 day
10° 350 YES No 8 5 day
1% 350 Yes No 12 7 day
12" 350 Yes No 6 8 day
137 350 Yes No 18 11 day

The culture’s pH was checked once per day. If pH 4 was reached a
backtitration to pH 3 was performed by HCL. Bacterial contamination
was checked by microscope. pNPP hydrolysing activity was calculated
after representative samples were analysed. Cultivation was stopped
when sporulation was observed by microscope. “No” contamination
means clear culture filtrate and no bacterial cells visible by phase
contrast microscopy.

" Rough plastic segments/boards as growth support

# porous plastic cubes as growth support

*culture medium was supplemented additionally with 1 g/L glucose.

barrel into 13 narrow compartments (not shown). Robustness
became evident after running these two systems over a period
of 3 years with different persons. Only one run showed a
bacterial contamination because the pH was not maintained
between 3 and 4 so that it increased to pH 7. In addition, 1 g/L
glucose had been added to the culture broth with the idea to
shorten the running time (Table 3).

Determination of biomass was not possible, when moving
beds were used as the support. In the case of harvested biofilms
180-300g/100 L were determined as dry mass. Scattering and
overestimation is high because lipid droplets were adhering to
the biomass.

© 2011 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KCaA, Weinheim
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Figure 3. Cultivation of P. cumna-
tum AWOZ in an open 200L
barrel. (A) For gas exchange and
medium convection 100L/min
was pressed in over a sterile filter
and was distributed by four frits.
To harvest the biofilm six
segments of a second barrel
were hanged into 100L mineral
salts medium. (B) Photograph of
the lower part of a segment
showing adhering biofilm of
P. curvatum AWO02 after 5 days
cultivation. (C) Photograph of
fresh BASOTECT cubes (top)
and cubes with adhering
biomass (bottom).

Phialemonium curvatum AW02
cultivated in 500 | plastic barrel

350 | Liguid 750 g Biofilm
Filtration
l (0.2 pm) Ultra Turrax®
Retentate Filtrate Homogenate
1,220U <100 U 6,700 U
4x French Press
Centrifugation
Supernatant Pellet
2,090 U 4110U
2 x Washing step
Freezing

Grinding in liquid N,

/\Cenirrlugalion

Supernatant Pellet
3,420U 190U

Figure 4. Distribution of lipase activity liberated from the
P. curvatum AWO02 cells by mechanical shear stress. The micro-
organism was cultivated in a 500L plastic barrel with rapeseed
oil as the carbon and energy source. A wet mass of 750 g biofilm
was harvested by scratching from the hanging segments. Activity
was measured by following pNPP hydrolysis with suspended
cells, cell debris or supernatants.

The determined lipase activity varied between 6 kU/350 L
and 28 kU/100 L. Such a high variation is often observed with
wild-type strains. This was supported by the found time
periods between 5 days and 11 days until sporulation was
observed.

3.5 Shear stress liberated two lipases from
P. curvatum AWO02 cell wall

When cultivated in a plastic barrel 85% of the lipase activity
was found to be associated with the biofilm, thereby more than
98% are bound to the mycelium (Fig. 4). If shaking flasks with
two baffles were used 95% of the activity was liberated but

http://www.els-journal.com
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Figure 5. Activity staining of Phialemonim curvatum AWO02 lipa-
ses liberated from cell wall by shear stress as shown in Fig. 4 and
separated by analytical isoelectric focussing. IEF calibration
standard proteins: human hemoglobin C, p/ 7.5; human hemo-
globin A: p! 7.1; Equine myoglobin: p/ 6.8; phycocyanin: pl 4.75;
(1) 13.5 ug and (2) 27 pg proteins liberated by grinding cells with
liquid nitrogen; (3) 1pg bovine serum albumin and (4) 25 mU
NOVARECO lipase served as the negative or positive control,
respectively.

concentration of the culture supernatant by lyophilisation or
ultrafiltration led to a complete loss of activity (data not
shown).

After four French press passages and grinding the cell debris
with liquid nitrogen 95% of lipase activity was liberated
(Fig. 4). Liberation of the lipases by washing the cell debris
with NaCl, NaOH or SDS as well as with cell wall-degrading
enzymes failed (data not shown). A first characterisation of the
lipase proteins was performed by analytical isoelectric focuss-
ing. Two bands at pH 4.7 and pH 5.6 appeared by activity
staining (Fig. 5).

3.6 Botrytis cinerea used soybean oil as the sole
source of carbon and energy

To compare lipase activity and growth of the new isolates with
a well-characterised fungus, two strains of B. cinerea were
investigated. The wild type was known to grow in the used
mineral salts medium but with glucose as the sole carbon
source and at pH 5 [8]. Since the fungus grew on the agar
plates with soybean oil at full selectivity in a way that a colony
diameter was not reliably detectable submerged cultures in
shake flasks were performed. The wild-type strain produced up
to 0.8 g biomass/100mL. In the culture supernatant between
0.4 and 1.5 U hydrolase activity was detectable with pNPP. A
lipl mutant [7] showed reduced biomass formation
(0.1 ¢/100 mL). Although lipase activity was below the detec-
tion limit (<0.1U) significant growth was observed.

4 Discussion

Microbial production of many proteins, fine chemicals, anti-
biotics or organic acids is economically efficient but many

© 2011 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim
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species applied today appear suboptimal concerning cultiva-
tion conditions. Three aspects, complex nutrients, pH and the
use of suspended cells will be in the focus.

Two economically successful processes that run with
complex nutrients although the products, amino acids or
vitamin B,, are sold at a price where cultivation technique has
a significant impact are discussed. In amino acid production
by C. glutamicum e.g. 1-glutamate excretion is initiated by a
limitation in biotin, which cannot be synthesized by the
bacterium. r-lysine-producing strains are auxotrophic for e.g.
methionine down-regulating the wished pathway. Although
needed in tiny concentration they are a cost factor. The
advantage is that these compounds are qualitatively and
quantitatively known. Concerning riboflavin biosynthesis
using A. gossypii yeast extract supplementation is needed to get
a suitable growth. Whether one or more compounds are
needed is unknown. This fact bears the risk that the process is
compromised if the quality of the complex nutritional source
changes. A scattering in productivity caused by a new charge of
complex nutrient cannot be explained.

B. cinerea was known to grow on mineral salts medium
using glucose as the sole source of carbon and energy. The
B-glucan production by this fungus was not brought to
industrial application yet. This paper shows for the first time
that B. cinerea can grow on mineral salts medium with rapeseed
oil as the sole source of carbon and energy. Its extracellular
hydrolysis can be explained by a lipase purified and characterized
previously [14]. The reduced growth of the mutant deleted in its
gene shows that the /ipI-encoded enzyme is the major lipase and
that at least one further isoenzyme encoded by a separate gene
must exist in the genome. A first screening in the genome
database gave several hits (data not shown).

The results obtained with the B. cinerea strains make the
results obtained for the five isolates feasible. Omnipotent
anabolism is not questionable but the number of elements
used here is low. The water used in this study was purified by
reverse osmosis and should therefore contain < 10mg/L
sodium. Since biomass productions were low in the plastic
barrel, experimental series with different sodium concentra-
tions could be a point of further investigations. The same is
true for other trace elements like molybdenum. Molybdenum
might be more interesting because nitrate reductase of Asper-
gillus mutants depends on molybdenum cofactor [15]. Sodium
was found to play a role in flagellar motors of Vibrio algino-
Iyticus [16]. But in edible mushrooms its content was three
orders of magnitudes lower in comparison to potassium [17]
and a function of sodium in the fungal metabolism was not
described yet.

Acidic conditions are capable rather by fungi than by
bacteria. Everybody knows that yoghurt or sauerkraut acidified
by lactic acid bacteria to pH 3—4 is relatively safe against other
bacteria. A well-known example for fungi not only tolerant to
lower pH but producing e.g. citric acid is Aspergillus niger.
Neither the mechanism of resistance nor its effect on acid
production is understood although all classical and even
systemic analytical approaches were tried [18]. All companies
applying microbial production processes in technical scale try
to get high product concentrations. In most cases this means
high biomass concentrations e.g. for E. coli producing a
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recombinant protein more than 100 g/L. For suspended cells
this causes problems in gas exchange so that high stirring
velocities are needed. The latter make efficient cooling systems
necessary. The systems used in this study for P curvatum
AWO02 worked with the alternative of biofilms. The formation
of single-species biofilms was shown for more than 90% of
investigated microorganisms interesting for industrial appli-
cations [19]. In the biofilm layer biomass density is in the
maximum but the surrounding medium has low viscosity. The
applied airlift system for convection kept shear stress low
because that could liberate many complex compounds from
disintegrated cells disturbing the selectivity of the mineral salts
medium.

The selective system developed in this work led to the
isolation of five fungi. Three arguments encouraged to further
investigations with P. curvatum AWO02, hydrophilic spores,
generation of these spores in submerged culture at high titers
and biofilm formation.

The genus Phialemonium was first described by Gams and
McGinnis in 1983 as inhabitant of air, soil, industrial water and
sewage [20]. These species rarely cause human infection and if
they do, only immunocompromised patients are involved [21,
22]. In the majority of these cases the skin’s natural barrier of
the patient was compromised. Therefore, localized infections
of the skin and the soft tissues are the most common form
caused by these fungi. Antifungal treatment is possible using
voriconazole and posaconazole. Not more than twenty cases
have been reported in the international literature since its first
description [23]. Thus, the number of these cases is smaller
than that reported for S. cerevisine [24]. Concerning optimal
growth temperature P. curvatum AWO02 is comparable with
S. cerevisiae because growth was better at 25°C than at 35°C. In
contrast, as growth optimum for the severe human pathogenic
Candida albicans a temperature optimum of 33°C was repor-
ted [25].

More than 10% spores/mL were produced in submerged
cultures of P curvatum AWO02. Since the increase in titer was
weak when glucose was increased from 10 to 20 g/L but higher
when 50 g/L glucose were used probably an overlapping effect
e.g. of osmo stress might play a role. To find a titer maximum
or optimum would be time consuming and an explanation
difficult.

The lipase proteins liberated by crude shear stress from the
cells of P. curvatum AW02 might be interesting because they
are active at low pH. The type of wall-association is unclear.
Many enzymes are known to stick strongly at the cell’s surface
[26]. A cell wall-associated lipase of G. candidum was char-
acterized concerning kinetic properties but not in relation to
its linkage to the cell surface [27].

The process described here will not be sufficient for a direct
application in commercial lipase production. Decades of
development of recombinant strains revealed high titers and
high productivity. E. coli strains co-expressing a modified
chaperone were found to produce 314 000 U/g wet biomass in
short time [28]. Fungi, e.g. the yeast Pichia pastoris [29] or the
filamentous ascomycete A. niger [30] are reported to secrete
12500kU/L or 1.6kU/g dry biomass/h, respectively. The
P. curvatum AWO2 lipase titer of 34-170 U/L is in the range of
described wild-type isolates [31]. Concerning productivity
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(43-122U/g wet biomass) an improvement of three orders of
magnitude is needed to become competitive.

The process developed here can be used in two ways. Either
a variant of already used strains, growing under the described
selective conditions is applied, or one of the reported or
another new isolate might be improved by genetic engineering.
The first step for the latter approach will be a classification of
P. curvatum concerning security classes. The open cultivation
system has to be adapted to the rules for contained use of
genetically modified organisms.
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Embedding of enzymes was performed with epoxy or polyester resin by mixing in a dried enzyme
preparation before polymerization was started. This fast and low-cost immobilization method produced
enzymatically active layers on different solid supports.

As model enzymes the well-characterized Thermomyces lanuginosus lipase and a new threonine
aldolase from Ashbya gossypii were used. It was shown that T. lanuginosus lipase recombinantly expressed

Keywo",d?: . in Aspergillus oryzae is a monomeric enzyme with a molecular mass of 34 kDa, while A. gossypii threonine
Immobilization g e e = ) Py = p
Epoxy resin aldolase expressed in Escherichia coli is a pyridoxal-5-phosphate binding homotetramer with a mass of

180kDa.

The enzymes were used freeze dried, in four different preparations: freely diffusing, adsorbed on octyl
sepharose, as well as cross-linked enzyme aggregates or as suspensions in organic solvent. They were
mixed with standard two-component resins and prepared as layers on solid supports made of different
materials e.g. metal, glass, polyester. Polymerization led to encapsulated enzyme preparations showing

Polyester resin

Thermomyces lanuginosus lipase
Ashbya gossypii threonine aldolase
Cross linked enzyme aggregates

activities comparable to literature values.

© 2014 Elsevier Inc. All rights reserved.

1. Introduction

Immobilization is an opportunity to increase the half-life of
enzymes, to re-use the biocatalyst and furthermore to enable
a long-term processing. Additionally, fixed biocatalysts show
improved long-term performance under optimal chemical synthe-
sis conditions, e.g. in organic solvents, at higher temperature or
extreme ionic strength. Therefore, immobilization can lower the
costs for enzymes in industrial application [1-5].

In the last decades new immobilization methods were estab-
lished as well as new matrices were applied to modify enzyme
characteristics and optimize immobilization yield. Combining
for example the geometry, as well as physical and chemical
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properties of a support of a resin can change the properties of an
enzyme in the desired way. Meso- and macroporous resins based on
polystyrene [G], methacryl [7], or epoxide [8], can be functionalized
by different groups to introduce ionic, hydrophobic or absorptive
interactions. Furthermore, covalent immobilization can be realized
using glyoxyl- [9], epoxy- [ 7] or glutaraldehyde [10] groups. In gen-
eral, these resins are used in a porous bead-based form where pore
size can be altered appropriate to the molecular size of the enzyme
and the substrate/product as well as providing a hydrophilic and
protective environment inside pores or fissures [3,11]. Concerning
the method of entrapment, such inorganic or organic polymeric
substances have also been used for enzyme [12] and cell [8] immo-
bilization too.

Approximately 80% of industrial processes using immobilized
enzymes make use of hydrolases [ 13]. In particular, lipases are used
in the detergent, food, leather, textile, oil and fat, cosmetic, paper,
and pharmaceutical industries [ 14]. Lipases are hydrolytic enzymes
cleaving or synthesizing ester-bonds preferentially at an interface
oflong-chain (=10 carbon atoms) triacylglycerols. The high interest
level of industry depends on the wide range of properties of lipases
such as positional specificity, fatty acid specificity, thermal stability,
and activity in organic solvents [15]. One prominent representative
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with a broad application spectrum is the Thermomyces lanuginosus
Lipase (TLL), recombinantly produced in Aspergillus oryzae. Due
to its robustness, well-studied structure and kinetics it is already
industrially applied as a soluble as well as immobilized enzyme
[16].

Beside hydrolases, oxidoreductases and lyases are found in
industry [17]. In the production of 3-hydroxy-a-amino acids (L-
threonine, L-serine and 3-hydroxyproline), which are precursors
for active substances in the pharmaceutical (e.g. anti-cancer drugs,
antibiotics and immunosuppressors) and agrochemical industries,
L-threonine aldolase (TA) using pyridoxal-5-phosphate (PLP) as a
cofactor is of interest. The enzyme catalyzes L-threonine cleavage
into glycine and acetaldehyde as well as the reverse that means CC
coupling reactions [18,19]. Overexpression of TA in the filamentous
fungus Ashbya gossypii leads to an increase in glycine production,
which in turn increases riboflavin production [20]. Immobilization
of TA has already been achieved on several carriers such as Eupergit
CM [21].

The potential of enzyme immobilization is under-utilized due
to several drawbacks such as the time-intensive laborious devel-
opment of an appropriate immobilization method, cost-intensive
materials and limited enzyme load. In the present study an enzyme
entrapment method was developed for immobilizing water-free
enzyme preparations, either lyophilized or suspended in an organic
solvent. The water dry enzyme molecules were mixed with
standard polymeric glue based on either polyester or epoxy. Sup-
ports differing in chemical composition and geometry were coated
with the enzyme/polymer mix. After polymerization these enzyme
reaction units could be used for activity assays. Two very dif-
ferent enzymes were applied, namely the recombinant TLL and
the TA from A. gossypii expressed in E. coli. Enzyme characteri-
zation showed their differences in structure and size as well as
cofactor dependence. TLL was used as a model to compare differ-
ent immobilization methods including the new dry entrapment.
The immobilisates were analyzed with respect to enzyme activ-
ity recovery and their activity towards different substrates. With
respect to show broader prospective application, TA was applied
to the dry entrapment method analyzing both enzyme activity and
recovery.

The received results confirm the development of a new immo-
bilization method that is easy to apply to very different enzymes on
varying supports. The dry entrapment needs no specific design of
support material or enzyme and is therefore time- and cost-saving.

2. Methods
2.1. Enzymes

As models for the newly developed immobilization method, two very different
enzymes were used and characterized: the NOVAREKO (NovaBiotec® Dr. Fechter
GmbH, Berlin) preparation, a T. lanuginosus lipase (TLL) recombinantly produced
by A. oryzae, and A. gossypii threonine aldolase (TA) recombinantly produced in
Escherichia coli.

2.1.1. Threonine aldolase overexpression and purification

The GLY1 (gene accession number: AJ005442) gene encoding the TA was ampli-
fied using the matrix Yep352GB07-1, a Saccharomyces cerevisae/E. coli shuttle vector
including parts of the genomic library of A. gossypii. Primers were constructed
according to Monschau et al. [20] with some changes to introduce additional
restriction sites for Bsal to ensure easy cloning into pASK-IBA43 (IBA, Germany), a
commercial expression vector for E. coli. The amplicon was purified and inserted into
this vector following manufacturer instructions. The integration into E. coli BL21 was
carried out by heat shock generating the E. coli BL21 pAF Gly1 strain. The expression
of TA fused C-terminal to a Strep-tag was induced by the addition of anhydrote-
tracycline as described in the customer instructions of IBA (Germany). After French
Pressing the cell pellet the cleared supernatant was applied to a Strep-Tactin column
for purification (IBA, Germany).

2.1.2. Determination of molecular mass
The molecular mass of the enzyme preparations was determined by denaturing
sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis (SDS PAGE).

2.1.3. Chromatographic methods

Purification of TLL was carried out by Fast Protein Liquid Chromatography (FPLC)
using Q-Sepharose. The main elution fractions bearing lipase activity were pooled
and applied to size exclusion chromatography. For this purpose Sepharose G-100
beads (Pharmacia, Sweden) were used in a 0.05M Tris-acetate buffer, pH 7.5, con-
taining 0.1 M NaCl with a flow rate of 18 ml/h. Fractions of 2.3 ml were collected
and analyzed by UV spectroscopy and lipase activity determination. Bovine serum
albumin (69 kDa), carbonic anhydrase (28.8 kDa), and cytochrome c (12.4 kDa) were
applied as standard molecules in a separate run on the column.

For size determination and analysis of the quaternary structure of TA from A.
gossypii, a sepharose G-100 bead column in 0.05 K/Na-Phosphate buffer pH 7.0 and
0.3 M NaCl at a flow rate of 10 ml/h was used. Fractions of 2 ml were collected and
analyzed by UV spectroscopy at 280 nm; additionally, enzyme activity was deter-
mined. Standard molecules were mixed with the TA preparation and run in the same
performance (alkoholdehydrogenase (150 kDa); albumin from chicken egg (45 kDa);
cytochrome ¢ (12.4 kDa)).

2.14. Pyridoxal-5'-phosphate dependence

An important co-factor in amino acid synthesis and degradation is pyridoxal-5'-
phosphate (PLP). To analyze if the TA of A. gossypii is dependent on PLP an absorption
spectrum of the enzyme solution between 300 nm and 650 nm was carried out.
Enzyme activity was measured in the presence and absence of PLP.

2.1.5. Isoelectric focusing (IEF) and activity staining

To determine the isolectric point of recombinant TLL, IEF was carried out as
described by Stahmann et al. [22]. The 5% (v/v) polyacrylamide gel was completed
with 6% (v/v)ampholytes ranging from pH 3 to 5 (Serva, Germany). Subsequently, the
proteins were either stained with Coomassie brillant blue R250 or esterase activity
was visualized as described by Barig et al. [23].

2.1.6. Enzyme activity and concentration

For each experiment a minimum of two separate trials was carried out, deter-
mining the mean value for presentation. If more than two individual experiments
were done the standard deviation is indicated.

Lipase activity was determined by colorimetric assay using para-nitrophenyl
palmitate (pNPPalm)as substrate as previously described by Barig et al. [23]. To show
hydrolytic activity on short chain molecules, p-nitrophenyl propionate (pNPProp)
was applied. To this end, 10 I of solution A (7.8 mg pNPProp in 1 ml 100% ethanol)
and 990 .l of solution B (0.1 M Na-Phosphate buffer pH 7.4) were mixed with 100 .l
of enzyme solution and the released p-nitrophenol was analyzed spectrophotomet-
rically at 405nm for 4 min at 30°C. One unit (U) was defined as the amount of
enzyme needed to liberate 1 umol p-nitrophenol (¢=12,500M~' cm~") per minute
under the previously described conditions.

Lipase activity on natural substrates was determined by titrimetry using the
autotitrator TIM 854 Titration Manager (Radiometer Analytical S.A., France). For
this purpose, the substrate solution (0.5g gum arabicum, 20 ml 0.9% NaCl solution,
3 ml H;0, 400 I substrate, e.g. rape seed oil, triolein, tributyrin) was dispersed with
Ultraturrax® for 30 s at 12,500 rpm and the pH was set at 7. The solution was stirred
at400 rpm and reaction was initiated by the addition of 1 ml of enzyme solution. Free
fatty acids were continuously titrated by 10 mM NaOH. One unit (U) was determined
as the amount of enzyme needed to liberate 1 umol of free fatty acid per minute.

TA activity was determined either spectrophotometrically using the substrate
analogue phenylserine or by high-performance liquid chromatography (HPLC)
determining the amount of released glycine from threonine as described by
Monschau et al. [24]. For spectrophotometric detection the substrate solution
was composed of 0.9% pL-threo-B-phenylserine (Sigma-Aldrich Chemie GmbH,
Germany) and 0.05 mM pyridoxal-5'-phosphate (PLP) (Sigma, Germany) in 250 mM
HEPES/NaOH buffer pH7. Reaction was performed by mixing 980 pl of pre-heated
(28°C) substrate solution intensively with 20 pl enzyme solution. The release of
benzaldehyde (e=1400M~' cm~!) was detected by spectrophotometric measure-
ment at 279 nm for a period of 15min at 28°C. One unit (U) was defined as the
amount of enzyme needed to liberate 1 umol of benzaldehyde per minute [25].

Protein concentration was determined by the method of Bradford [26].

2.2. Immobilization

Differentimmobilization methods were carried out to compare or combine them
with the newly developed dry entrapment method.

2.2.1. Cross-linked enzyme aggregates (CLEAs)

The TLL was immobilized by forming enzyme aggregates and subsequent
cross-linking with glutaraldehyde as described by Lopez-Serrano et al. with some
variations [27]. For a single preparation of cross-linked TLL, 0.5 ml lipase solution
was mixed with 0.875ml 0.1 M Na-Phosphate buffer pH 7, 0.125 ml of a 50 mg/ml
SDS solution and 1 ml of 55% ammonium sulfate in the same buffer system. These
components were stirred for 2 h at room temperature to ensure precipitation. To
cross-link the aggregated lipase, 4 .l of 50% glutaraldehyde were added and stirred
overnight at 4°C. Three washing steps using ddH; 0 ensured removal of the reacting
agents. The CLEAs were suspended in 5ml ddH,0 and stored at 4°C.
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2.2.2. Octyl sepharose
Lipase was immobilized using octyl sepharose CL 4B (GE Healthcare, Great
Britain) according to Bastida et al. [28].

2.2.3. Dry entrapment

TLL was applied to this method as a dry dispersible lyophilized material previ-
ously adsorbed on octyl sepharose, either immobilized by formation of cross linked
enzyme aggregates (CLEAs) or not immobilized as single molecules. A second way to
apply the lipase in this method was dispersion in acetone; the aggregated enzymes
were finely distributed in the organic solvent, Application of TA to the dry entrap-
ment method was carried out using lyophilized enzyme molecules.

The dry or acetone dispersed enzyme material was mixed with two different
standard polymeric glues, first with epoxide resin (Firma Martin Pauck, Germany)
and second with polyester resin (Nigrin, Germany). The polymerization component
was added and the mixture was either sprayed or spread on the support material,
e.g. metal or polyester mesh. Polymerization was allowed to proceed for two days
and enzyme units were analyzed. A mechanical post-processing was also realized
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by grinding with abrasive paper.
3. Results and discussion

3.1. Recombinant Thermomyces lanuginosus Lipase - a
monomeric enzyme

Because of its published in-depth characterization and robust-
ness, T. lanuginosus Lipase (TLL) was chosen as the first model
enzyme for immobilization. The purchased TLL showed a molecular
mass of 34 kDa in denaturing SDS PAGE. The purity was estimated
to be 90% (data not shown). Isoelectric focusing was applied to TLL
to identify active protein species. Several bands between pl 4.2 and
4.8 were determined for TLL, which showed a main band at pI 4.2.
In parallel, a second gel was prepared and stained by esterase activ-
ity staining. Thereby, two major activity bands were determined at
pl 4.2 and 4.4 (see Figure | in supplement data). Comparing these
results to literature data it was already clear that there are sev-
eral differences between native and recombinant TLL. Native TLL
was shown to have a molecular mass of 39 kDa and a pl of 6.6 [29].
According to the polypeptide sequence derived from the gene the
molecular mass was calculated to be 31.7 kDa [30]. Differences in
molecular mass between native and recombinant TLL, despite hav-
ing identical DNA sequences, had already been observed by Boel
and Huge-Jensen, who first carried out heterologous expression of
TLL. The distinctions are explained by the extent of glycosylation
and different sugar residues using different host microorganisms.
Furthermore, A. oryzae prefers N-glycosylation; therefore, a loss
of potential positively charged amino acid residues is initiated,
changing, in turn, the overall charge, as mentioned by Boel and
Huge-Jensen [31].

To purify the enzyme a Fast Protein Liquid Chromatography
(FPLC) was performed. The fractions of the main elution peaks
obtained by FPLC were pooled and applied to size exclusion chro-
matography. The goal was to analyze the quaternary structure of
the lipase. Fig. 1 shows the eluted fractions analyzed by measuring
the extinction at 280 nm and the lipase activity by pNPPalm assay.
The main elution peak corresponds to the main activity. Calibration
with the standard molecules revealed a molecular mass of 36 kDa
for TLL. A single elution peak indicates a monomeric enzyme under
the chosen conditions. Omar et al., who investigated native TLL,
revealed similar results [29]. In contrast, Palomo et al. showed by
size exclusion chromatography that recombinant TLL has a strong
tendency to form dimers. Low concentrations of TLL (44 pg/ml)and
the addition of detergents finally produced a monomeric molecule
[32]. Enzymes are known to be dependent on the nature of the ions
in their environment and the ionic strength. One major difference
between the experiments of Palomo et al. and the presented results,
as well as the results from Omar et al., is the chosen buffer system.
The latter used a Tris system whereas the first used a phosphate
buffer system [29,32]. Increasing phosphate salts were shown to
have a positive effect on lyophilized TLL by analyzing esterification

Fraction

Fig. 1. Active superstructure of T. lanuginosus Lipase analyzed by size exclusion
chromatography. The fractions obtained by size exclusion chromatography of T.
lanuginosus Lipase (TLL) were analyzed by UV spectroscopy at 280nm (a). The
lipase activity (A) peak using a p-nitrophenyl palmitate assay corresponds to the
main protein peak. Insert: Calibration of the column by standard molecules (®) in
a separate run allowed calculation of 36 kDa as the molecular mass of the TLL (O).
Standards: albumin from bovine serum (69 kDa), carbonic anhydrase (28.8 kDa), and
cytochrome ¢ (12.4kDa).

of an alcohol and a fatty acid in organic solvents. It could be that the
phosphate acts as an immobilization scaffold or supports the open
conformation of TLL [33]. The latter would agree with the findings
of Palomo et al., who hypothesized that lipases dimerize face to face
with their active sides due to hydrophobic interactions [29]. There-
fore, dimerization of lipases has to be evaluated in the context of
the experimental background.

3.2. Characterization of Ashbya gossypii threonine aldolase as
pyridoxalphosphate depending homotetramer

As a second test enzyme a C—C-bond breaking enzyme, the A.
gossypii threonine aldolase (TA), possessing a more complex super-
structure, was chosen.

An E. coli expression vector bearing the GLY1 gene encoding TA
was generated and named pAF Gly1. The molecular mass of the puri-
fied TA was estimated to be 43 kDa (see Figure II in supplement
data). Size exclusion chromatography was carried out to analyze
the quaternary structure of TA. The main elution peak appeared at
184 kDa, corresponding to the major peak of TA activity as shown
in Fig. 2. An SDS PAGE of the predicted TA fractions confirmed a
single protein at 43 kDa, indicating that the enzyme assembles into
a homotetramer under native conditions (data not shown). Com-
paring the TA amino acid sequences of A. gossypii and S. cerevisae
identified a similarity of 88% [20]. The characterized S. cerevisae
enzyme showed similarity to the TA of A. gossypii, with a molecular
mass of 41 kDa and a homotetrameric superstructure as well [34].

The pyridoxalphosphate (PLP) dependence of TAs has been gen-
erally recognized in recent decades [18]. The TA of A. gossypii was
found to be pyridoxalphosphate (PLP) dependent as depicted in
Fig. 3. An adsorption spectrum of the purified enzyme solution
was carried out showing a maximum at 416 nm corresponding to
free PLP at 403 nm (Fig. 3A). The absence or presence of PLP led to
enzyme activities of 0.63 +0.06 U/ml or 1.1 £ 0.1 U/ml, respectively
(Fig. 3B). While one subunit of TA binds one PLP in the A. gossypii
enzyme, aone to two molar ratio of co-factor to monomeric enzyme
was found for the S. cerevisae TA [34].

Kinetic analysis was carried out using the substrate analogue
DL-threo-3-phenylserine or the substrate L-threonine. The con-
version of different concentrations of DL-threo-3-phenylserine to
benzaldehyde was followed and linear regression by the method of
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activity was setin relation to the experimentally determined lipase
activity, showing activity retention towards pNPPalm in the three
batches of 70%, 50% and 70%, respectively. Furthermore, the activity
of TLL immobilized on octyl sepharose towards other lipase sub-
strates such as triolein and rapeseed oil was analyzed. The adsorbed
lipase showed activity towards the emulsified substrates but with a
decrease in activity (data not shown). Freely diffusing lipases show
moderate activity towards small water soluble esters. Bastida et al.
described how different lipases, especially TLL, when adsorbed on
octyl-agarose resulted in a 20-fold increase in activity towards p-
nitrophenyl propionate (pNPProp). This is called hyperactivation
[28]. Following the described method, hyperactivation was found
neither for fully soluble p-nitrophenyl palmitate (pNPalm) nor for
substrates forming an interface such as triolein or rapeseed oil.
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Fig. 2. Active superstructure of recombinant A. gossypii threonine aldolase ana-
lyzed by size exclusion chromatography. The fractions of threonine aldolase from A.
gossypii eluted by size exclusion chromatography were analyzed by UV spectroscopy
at 280nm (a). Enzymatic activity (A) was determined by spectrophotometric
detection of benzaldehyde after cleavage of phenylserine. The main activity peak
corresponds to the main protein peak. Only the last data points for the blue dex-
tran (2000 kDa; excluded) peak are shown. Standard molecules were applied in the
same run: alkoholdehydrogenase (150 kDa); albumin from chicken egg (45 kDa);
cytochrome ¢ (12.4kDa). Insert: Calibration of the column with standard molecules
(@) allowed calculation of 180 kDa as the molecular mass for a tetrameric super-
structure of threonine aldolase (O).

Lineweaver-Burk gave a Ky-value of 18 mM. A series of systematic
L-threonine concentrations in a test where conversion to glycine
was detected by HPLC resulted in a Ky, value of 6 mM (see Figure I1I
in supplement data).

3.3. Octyl sepharose bead-adsorbed TLL results in enzymatically
active particles

Adsorption of lipases by hydrophobic interaction is a fast and
common method, especially for reactions in organic solvents where
lipases are fully precipitated. Purification from crude extract and
simultaneous immobilization is also possible so as to support spe-
cific characteristics of lipases, e.g. stability, selectivity, increased
activities [35]. Octyl sepharose beads were used as a support for
the immobilization of TLL. Three different amounts of lipase were
applied, namely 0.4 mg, 0.8 mg and 4 mg. Immobilization was fol-
lowed by measuring the pNPPalm activity of the initial enzyme
solution applied to the beads, of the flow through and washing
fractions as well as of the octyl sepharose beads after immobiliza-
tion. Adsorption was successfully carried out. The expected final
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Fernandez-Lafuente and co-workers have already suggested that
immobilization on octyl agarose promotes activity towards fully
soluble substrates [35]. In biphasic systems, steric hindrances due
to the strong adsorption will lead to a decrease in activity [28,35].
The presented data support the hypothesis for octyl-sepharose
immobilized lipases active in biphasic systems of oil/water. The
activity of immobilized TLL decreased dramatically towards tri-
oleinand rapeseed oil. Furthermore, the hypothesis that the activity
of octyl agarose immobilized lipase strongly prefers fully soluble
substrates will be expanded that only short esters are preferred.

3.4. Formation of lipase CLEAs changes substrate specificity

The formation of CLEAs was carried out and lipase activities for
different substrates differing in solubility in water as well as chain
length were analyzed. Table 1 shows the variation in substrate
specificity before and after cross linking. Using pNPPalm an activ-
ity recovery of 10% was determined. Comparing all four substrates,
freely diffusing TLL showed the best activity towards rapeseed oil.
Setting all other substrates in relation to the substrate with the
best activity, short chain esters such as pNPProp showed the lowest
activity.

Comparing the activities of freely diffusing TLL and CLEA
towards pNPPalm and pNPProp indicated a shift in substrate speci-
ficity from long to short chain substrates. Therefore, this effect
was analyzed by adding different amounts of glutaraldehyde dur-
ing cross linking (Fig. 4). The activity towards pNPProp increased
withincreasing concentrations of glutaraldehyde. However, Table 1
shows that this effect was not the same for substrates forming an
emulsion, either short chains such as triacetin (C2) or a natural
substrate (16:0 up to 18:3). Using triacetin instead of the complex
rapeseed oil the enzyme recovery was of the same order of magni-
tude and hyperactivation of TLL was not seen. During the first step
of CLEA formation, the physical aggregation of enzyme molecules in
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Fig. 3. Dependency of A. gossypii threonine aldolase on pyridoxalphosphate. (A) Purified threonine aldolase was analyzed by taking an absorption spectrum between 300 nm
and 650 nm. The main absorption peak occurred at 416 nm, corresponding to pyridoxalphosphate. (B) Threonine aldolase activity was determined either as purified from the
E. coli crude extract or after the addition of pyridoxalphosphate to a final concentration of 0.05 mM.
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Table 1

T. lanuginosus Lipase (TLL) specific activities determined with freely diffusing enzyme or cross-linked aggregates (CLEAs) and four different substrates. Highest enzyme
activity of 17 U/mg was determined with freely diffusing lipase on rapeseed oil. The value was set 100% and each of the following substrates for freely diffusing enzymes and

CLEAs were set in relation. Finally the retention of enzyme activity was calculated.

Substrate Rapeseed oil Triacetin pNPPalm pNPProp
Freely diffusing TLL [%] 100 42 53 0.2
CLEAs [%] 24 3.5 0.6 2.2
Retention of activity [CLEAs/free TLL] 0.02 0.08 0.1 92
2509 3.5. Dry entrapment of TA and different TLL preparations with
epoxy and polyester resin applied on different supports
2009 — Embedding cells or proteins in polymericresins has already been
studied multiple times. Instead of adding enzymes or cells previous
150 4 to polymerization, most studies use already polymerized resins to
= adsorb or covalently link to proteins [11]. These meso- and macro-
"%u porous supports are very attractive for enzyme immobilization due
T 100 to their ordered structure, narrow pore size, and high surface area
2 [39]. Not only single molecules but also pre-immobilized enzymes
2 o are further treated with polymerizing agents. Experiments showed
07 . that non-covalently immobilized or cross linked enzymes can be
o mechanically and chemically stabilized by polymerizing silicone
od O - precursors as a coating [40] or by embedding them in lens-shaped
polyvinyl alcohol hydrogel particles [41].
T a0 A o 20 . The immobilization potential of two different polymer resins

c [glutaraldehyde in crosslinking solution]
[mM]

Fig. 4. Residual activity of cross-linked T. lanuginosus Lipase on long chain or short
chain fatty acid phenyl esters. Cross linked enzyme aggregates (CLEAs) of T. lanugi-
nosus Lipase were generated using different concentrations of glutaraldehyde. Either
p-nitrophenyl propionate (pNPProp; W) or p-nitrophenyl palmitate (pNPPalm; O)
was applied as a substrate to determine the CLEAs’ enzymatic activity. The activity
with non-treated (freely diffusing monomeric) lipase was set at 100%. In the case of
pNPPalm, 100% was 11U per mg protein. In the case of pNPProp, 100% was 15 mU
per mg protein.

supermolecular structures, the three-dimensional structure is not
disturbed [36]. It is well known that CLEA technology for lipases
can introduce a greater volumetric activity compared to single
molecules. Due to aggregation in the presence of additives such
as surfactants or crown ethers, which will introduce a conforma-
tional change, activity will be increased [37]. In the presented case
the physical change and rigid stabilization of the protein favours
the hydrolysis of short chain esters, which was already shown by
Lopez-Serrano et al. for TLL [27]. It was shown that the activity
towards pNPProp increased 10-fold comparing freely diffusing TLL
and TLL CLEAs. Additionally, more glutaraldehyde leads to higher
activity towards pNPProp. This interesting phenomenon can be
explained by the fact that higher amounts of glutaraldehyde intro-
duce a more rigid and dense structure of cross linked enzymes. Side
effects such as diffusion limitation and steric hindrance for larger
molecules can be a reason for a low activity towards pNPPalm. Fur-
thermore, a stabilized open conformation of the lipase molecules
can enhance activity towards unusual short chain substrates. Solu-
ble long chain substrates such as pNPPalm were hydrolyzed better
with freely diffusing enzymes than with CLEAs; therefore, an activ-
ity recovery of 10% was typical. In contrast, Gupta et al. showed an
increase in activity towards pNPPalm under similar CLEA formation
conditions as those used in the presented study. Additionally, they
used olive oil hydrolysis to show the stability of the formed CLEAs
[38]. The received data show that rapeseed oil is still hydrolyzed by
TLL CLEAs but, comparing the activity with freely diffusing lipase, a
97%loss of activity occurred. These effects could be explained by the
rigid structure of CLEAs, difficulties in interacting with the oil/water
interface as well as the faster diffusion of smaller molecules.

was analyzed and compared for TLL and TA. Fig. 5 shows the prin-
ciple of the dry entrapment method. The enzyme preparations,
either freely diffusing or fixed in a first immobilization step on
octyl sepharose or by cross linking (CLEAs), were lyophilized, mixed
with a two component polymer resin and placed on a surface. The
two different glues, epoxy and polyester resin, were then tested on
either metal or polyester mesh.

(a) Different lyophilized TLL preparations showed varying catalytic
activity

Three different lyophilized TLL preparations were generated
for the embedment into a polymeric network. The idea was to
prepare different samples varying in size to avoid leaching into
the substrate solution. Freeze-dried freely diffusing TLL showed
best catalytic activity towards pNPPalm of 1-2.5U/mg protein.
Lyophilized CLEAs shown to have a size of 370-950 nm in diameter
revealed 0.1-0.23 U/mg protein aggregates [38]. Using TLL immobi-
lized on octyl-sepharose beads to determine the enzymatic activity
revealed 0.01 U/mg protein. The diameter of the octyl sepharose
CL-4B beads is stated by the manufacturer to be 45-165 wm in
diameter. Reasons for the difference in activity between freely dif-
fusing enzymes and immobilized samples are given in the previous
sections. An option to improve the activity of freeze-dried enzymes
is to add additives prior to lyophilization such as salts, sorbitol,
polyethyleneglycol (PEG) [42].

(b) Polyester mesh is suitable as a carrier

TLL adsorbed on octyl sepharose beads and CLEAs were placed
on a polyester mesh previously coated with epoxy resin. Table 2
shows the results in comparison with a standard immobilization
method. It can be seen that the area related activity in mU/cm? was
one order of magnitude higher compared to adsorptive immobi-
lization on polyester mesh.

(c) Enzyme-resin layers on defined steel platelets revealed lipolytic
active units
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Fig. 5. Schematic overview of dry enzyme entrapment procedure. The enzyme was used either in a freely diffusing form, adsorbed on octyl sepharose beads, or as a cross
linked enzyme aggregate (CLEAs) preparation. The enzyme preparation was further lyophilized, mixed with an appropriate polymer resin and placed on the surface generating
the preparation “embedment”. Further mechanical treatment with abrasive paper was called “grinding”.

Table 2

Two-step immobilisation of T. lanuginosus Lipase on polyester mesh. Adsorption on octyl sepharose beads or cross linked T. lanuginosus Lipase (TLL) was fixed in a second step
on a polyester mesh by dry entrapment with epoxide resin. Specific activities per immobilised enzyme amount and activities per area were determined using p-nitrophenyl
palmitate assay. For comparison TLL adsorbed on polyester mesh by incubation of the water-dissolved enzyme was analysed. n.d. - not determined.

15t Step immobilisation method
[mU/mg]

Specific activity after 1% step of immob.

Specific activity after 2" step of immob.
[mU/mg]
[mU/cm?]

Octyl sepharose 10.8

CLEAs 110

5.8
5.5

338

- 6.8

Adsorbtion on polyester mesh n.d.
09

Table 3

Substrate specificity of different T. lanuginosus lipase immobilisates gained by dry entrapment. Freeze dried, free, or cross linked T. lanuginosus lipase (TLL) immobilized by
dry entrapment with either epoxy or polyester resin were prepared with two preparations of dry entrapment called “embedment” and “grinding”. Immobilization efficiency
was 140 mg per g polymeric support. Two different lipase assay systems were applied, a colorimetric assay using either p-nitrophenyl propionate (pNPProp) or p-nitrophenyl
palmitate (pNPPalm) as substrate and a titrimetric assay using rapeseed oil as substrate.

Substrate Preparation of the enzyme in resin Free T. lanuginosus lipase [mU/mg Cross linked T. lanuginosus lipase
protein] [mU/mg protein]
Epoxy resin Polyester resin Epoxy resin Polyester resin
pNPPalm Embedment 26 163 4 4
Grinding 185 170 11 4
pNPProp Embedment 3 12 <0.1 3i
Grinding 5 18 2 2
Rapeseed oil Embedment 8 120 <1 i
Grinding 4 16 <1 1
Table 4

Lipase activities of T. lanuginosus Lipase immobilised by dry entrapment “spraying” method. Different amounts of acetone precipitated T. lanuginosus Lipase (TLL) were mixed
with epoxy resin and sprayed on a metal surface. Activities towards p-nitrophenol palmitate (pNPPalm) were determined per area and per mg enzyme.

Calculated mass of TLL on metal slide (1 cm x 1cm) [mg] Activity pNPPalm [mU/cm?] Activity pNPPalm [mU/mg TLL]

0.04 21 500
0.16 120 781
0.22 103 466
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Table 5

Comparison of T. lanuginosus Lipase (TLL) immobilized by dry entrapment with standard immobilization protocols. Five immobilization protocols from literature using TLL
as model enzyme are summarized according to immobilization efficiency and recovery of activity. Comparatively the data of dry entrapment of free TLL in epoxy resin using

the methods “embedment”, “grinding” and “spraying” are presented.

Immobilization method Immobilization Recovery of Substrate Reference
efficiency activity [%]
(1) Covalent attachment
Chemical amination and multipoint 10 mg enzyme/g 70 According to p-nitrophenyl butyrate: [43]
attachment to glyoxyl-agarose support
Immobilization on Immobilized activities [45]
according to tributyrin
(a) Eudragit 1300 U/g support 5 According to tributyrin
b) Carboxymethy!l cellulose 1280 U/g support 400 According to olive oil
(2)Non-covalent attachment
Adsorption on hydrophobic supports 10 mg enzyme/g [48]
support
(a) Octyl-agarose 750 p-Nitrophenyl butyrate
(b) Butyl-toyopearl 60
Sol-gel entrapment 0.5 mg enzyme/g 31,800 Esterification efficiency of caproic [42]
support
Freeze-dried 125 mg/g total material 440 acid and 1-phenylethanol in hexane
Dry entrapment
“Embedment” 140 mg/g support 1
“Grinding” 140 mg/g support S5 p-Nitrophenyl palmitate
“Spraying” 120 mg/g support 20

The cross linked TLL as well as the free enzyme were lyophilized,
mixed with either epoxy or polyester resin and placed on a metal
surface of 1cm x 1cm. This preparation was called “embedment”
(Fig. 5). Protein load was 140 mg per g polymeric support. A fur-
ther mechanical treatment by roughening the hardened surface
of the glue-enzyme mix was called “grinding”. Table 3 shows
the lipase activity towards different substrates. All preparations
showed activities towards pNPPalm whereby the free enzyme
preparations were more active than the cross linked ones. Actually,
the activity of the free enzyme preparations was up to three orders
of magnitude higher. However, comparing the specific activity for
pNPPalm of the freely diffusing enzyme (2480 mU/mg) with the
free enzyme embedded in epoxy resin (23.8 mU/mg), an enzyme
activity recovery of 1% towards pNPPalm was obtained (also shown
in Table 5). TLL is one of the best characterized lipases and was
used multiple times as model enzyme for newly evolved immobi-
lization techniques, e.g. multipoint attachment to glyoxyl-agarose
or phyllosilicate sol-gel matrix entrapment [43,44]. Therefore, a
lot of data exist as a comparative basis. Different immobilization
protocols from literature were chosen and compared with the new
immobilization technique based on dry entrapment in polymeric
resins. The data is summarized in Table 5 according to immobi-
lization efficiency and recovery of activity. The protein load in the
presented method is comparable with the freeze-dried method of
Persson etal. [42]. Activity recoveries for “embedment” and “grind-
ing” are comparable with the covalent binding of TLL on Eudragit
[45]. One reason is that not all enzymes are located on the surface
meaning that the main part of protein is located inside the resin
which in turn lowers the specific activity. Furthermore, the resin
seems to build up a diffusion barrier for the substrate.

The embedded sample was characterized using three different
activity assays asshownin Table 3 (each in duplicate). Using the sol-
uble substrates pNPPalm and pNPProp the activity increased after a
mechanical treatment with abrasive paper (“grinding”). In contrary
the activity towards rapeseed oil was lower using the preparation
method “grinding” in comparison to “embedment”. The mechanical
treatment visible roughened the surface of the immobilisates. This
in turn expands the “real” area which comes in contact with the
substrate. Furthermore, the small substrates can invade the rough
surface which seems not to be the case for complex substrate such
as plant oil.

An interesting point is the area related activity towards plant
oil, usable e.g. for the enzymatic fat splitting. In the presented
study area related activity towards rape seed oil was deter-
mined with 170 mU/cm? using “embedment” of free lyophilized
enzyme in epoxy resin. Grinding revealed an even higher activity
of 260 mU/cm?. These results are comparable with literature val-
ues of TLL used in glass-fibre membrane reactors for fat splitting of
tallow generated an activity of 400-990 mU/cm? depending on the
oil flux [46].

Storing the samples for one week at 4°C revealed a residual
activity towards pNPPalm of 6 mU/mg. This means that 75% of the
enzyme activity was lost. Following the development of activity
while in storage at 4°C, similar values were obtained for “embed-
ment” of free freeze dried enzyme after 32 days (data not shown).
This can be explained by a leakage of the enzyme through the pores
of the resin which is finished after storage after the mentioned time
period.

On the contrary, CLEAs of TLL applied to an epoxide resin by
“embedment” started with 0.5 mU/mg on day 1 and showed a final
activity of 1 mU/mg after 32 days. In comparison to the free enzyme
no leakage seems to occur. The enzyme activity was measured
under continuous stirring which applies mechanical stress to the
samples. This shearing has an effect to the surface of the epoxy resin.
Further enzyme moieties become free at the surface and have the
chance to come touch with the substrate. To support this hypothesis
an active site titration would be a suitable method analyzing active
enzyme in the immobilized sample [33]. Furthermore, epoxy resins
are known to swell during incubation in water which can provide
the lipase a micro-hydrophilic environment inside the polymeric
complex introducing a positive effect on enzyme activity [47].

As a first step to generalize the method, a second example, the
TA of A. gossypii, was immobilized using the preparation types
“embedment” and “grinding” with epoxy resin. A protein load of
140 mg per g polymeric support was generated. The “embedment”
method revealed comparable activity values in two independent
experiments of 1.7 mU/mg and 1.8 mU/mg, while the “grinding”
preparations, with 0.4 mU/mg and 2.8 mU/mg, was scattered over
an order of magnitude. In this case, immobilization of TA by
“embedment” revealed an activity recovery of 4.1%. Using the
polyester resin in the “embedment” preparation in two indepen-
dent experiments revealed a mean activity of 4.2 mU/mg.
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Fu et al. immobilized a recombinant TA on different supports.
The covalent immobilization on Eupergit revealed activity reten-
tion of 52.2% with a protein load of 8.64 mg protein per g carrier.
Therefore, the enzyme recovery by “embedment” and “grinding”
is relatively low. Furthermore, Fu and his colleagues generated a
specific enzyme activity of 98 mU/mg immobilized enzyme which
is one order of magnitude higher [21].

(d) “Spraying” revealed a thin coating with active TLL

With respect to thin coatings and rapid preparation of large
support areas, dried enzyme was suspended in acetone and mixed
directly with the epoxy resin to obtain a finely dispersed suspen-
sion that was sprayed on a surface. Different dispersion methods
were tested, namely vortexing, sonication, and ball mill as well
as Ultraturrax® treatment. Of these, the last demonstrated the
best results. The suspension was sprayed on the steel surface so
the applied material had a mean mass of 5.2+ 1.1 mg/cm? with
a protein load of 120 mg per g epoxy resin. In comparison, the
mean mass of applied material using the “embedment” method
was determined to be 72 + 13 mg/cm?. Table 4 shows the results
of varying the applied amount of enzyme in the spraying solu-
tion. An increase in TLL mass from 0.04 to 0.16 mg/cm? revealed an
increase in enzyme activity towards pNPPalm. Further increasing
the amount of applied enzyme did not lead to a further increase in
activity. A comparison of all three preparations (spraying, embed-
ment and grinding) concerning their activity towards pNPPalm per
area gave values within the same order of magnitude. However,
if the “spraying™ and “embedment” preparation types were com-
pared regarding their specific activity towards pNPPalm per unit
of enzyme, the “spraying” method displayed 500 mU/mg, a 22-fold
increase over the other. The specific activity towards pNPPalm of
freely diffusing TLL was determined to be 2480 mU/mg, revealing
an enzyme recovery of 20% by the “spraying™ method (Table 4).
Comparing the enzyme recovery with literature values as presented
in Table 5 it is difficult for the dry entrapment to compete with
them. Enzyme recovery is not only depending on the immobi-
lization method, e.g. entrapment, covalent immobilization, there
are much more influences which need to consider. One would be
the substrate. As shown for the immobilization of TLL on Eudragit
or carboxymethyl cellulose the enzyme recovery for tributyrin as
substrate was very low thereby the hydrolysis of olive oil was four-
fold increased [45). Another point which influences the enzyme
recovery would be the chemical properties of the support. It was
shown that the immobilization on hydrophobic supports and the
residual activity of TLL is dependent on the acyl chain length con-
nected to the supporting material [48]. The abundant research
about TLL generated a variety of immobilized preparations which
are already used in industry [16]. In the presented case TLL was
used as a model enzyme but it was shown that dry entrapment is
also applicable for the more complex enzyme TA from A. gossypii.
That opens the chance to adapt the method to a variety of differ-
ent enzyme systems. Especially the application in organic phases is
conceivable. A further positive aspect is the possibility to attach the
enzyme/polymer complex to different support materials such as
polyester or metal. Polymerization after enzyme addition enables
an adaptation to varying materials with different geometries. Dif-
ferent coating methods enable the operator to either apply a thick
film of enzyme/polymer complex forming an enzyme reservoir or
a thin sprayed layer coating the surface.

To apply this system to further biocatalysts different aspects
need to be analyzed in detail. In the literature, use of lyophilized
yeast cells or E. coli overexpressing a single enzyme in an organic
solvent has already been carried out [49,50]. Lyophilized enzymes
for chemical conversions are mostly used in an immobilized form,
e.g. in xero-gels or as CLEAs to stabilize the structure, keeping

the enzyme active in organic solvents [51). Thermogravimetry was
used toshow that lyophilized or often termed “dry” enzyme materi-
als such as CLEAs were not totally water-free. Furthermore, residual
water bound to free enzymes or CLEAs can have a positive effect
during reactions in organic solvents |52 ). The residual water in the
enzyme preparations for dry embedment and its impact on activity
needs to be investigated in further experiments.

Itis assumed that the enzyme preparations are embedded inside
the polymeric network. To determine how the enzyme is integrated
in the polymeric network further experiments are necessary. Mil-
tec et al. used mercury intrusion porosimetry to determine pore
volumes and pore radii of an epoxy functionalized support [11].
The specific values will change with the immobilized enzyme. The
results can be confirmed by different methods such as transmis-
sion electron microscopy (TEM) [39]. Additionally, these methods
are important to determine the “real” surface area of the supporting
resins.

It is possible that in the case of epoxy resin, amino, thiol,
or phenolic amino acid residues could covalently react with the
monomeric epoxy building blocks of the resin. If the epoxy material
is not further functionalized, e.g. with ionic groups or metal-
chelators that support physical adsorption, a spontaneous reaction
in aqueous media would be unlikely. Under conditions in organic
solvents a spontaneous reaction between amino acid residues and
epoxy groups could be possible [9]. Approaches to distinguishing
between the major immobilization paths of entrapment, covalent
bonding or a mixture of both would be valuable for epoxy com-
pounds. The removal of epoxy resins used to embed tissue for
electron microscopy is a standard procedure. Specific organic sol-
vents such as a mixture of sodium methoxide, benzene and methyl
alcohol will help to dissolve the resin [53]. In the case of embed-
ded enzyme the proteins can be easily removed and analyzed, for
example by SDS PAGE.
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Abstract A clearing assay for lipolytic enzymes has been
realized in 96-well microtiter plates. A thin layer containing
emulsified tributyrin as turbidity-generating substrate was
placed on a thicker supporting aqueous layer. Both layers were
stabilized by a gel-forming agent. Enzyme addition leads to
clearing of the emulsion detected with a standard microtiter
plate reader as a decrease of extinction. Dependencies of the
signal kinetics on the substrate and enzyme concentrations
were studied. For 0.5-1 % tributyrin content the reaction rate
is not substrate-limited. An initial slope of the signal kinetics is
proportional to the lipase activity. A detailed characterization
of the assay was performed. Lipolysis of tributyrin was con-
firmed by glycerol detection. Various gel-forming agents were
compared and diffusion conditions in these gels were analyzed.
Agar and agarose were found to be the most suitable gel-
forming agents, which do not affect enzyme diffusion whereas
polyacrylamide gels block lipase diffusion and therefore are
not suitable for the assay. The optimized assay prepared from
1 % tributyrin emulsion in 2 % agar gel was tested with six
microbial lipases and porcine pancreatic lipase. The detection
limit is 20-60 ng/well which is equivalent to 30 uU/well for 7.
lanuginosus lipase.
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plates - Turbidity - Tributyrin
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Introduction

Lipase assays are used in different industrial fields, for exam-
ple production of detergents, food, or fine chemicals [1].
Another important application is clinical diagnostics; for ex-
ample, lipolytic activity in blood, which is a marker of acute
pancreatitis [2, 3] and lipolytic activity of Staphylococcus
aureus correlates with its pathogenic activity [4, 5].
Numerous assays for the determination of lipolytic activity
have been suggested [6-8]. They include physicochemical
methods based on the disappearance of substrate or on the
appearance of hydrolytic reaction products (for example fatty
acids, glycerol, or pH changes) and immunological methods
[7]. The most frequently used procedure for determination of
lipolytic activity and specificity is pH titration of the released
fatty acids [7, 8]. However, such measurements are compli-
cated by weak dissociation and poor water solubility of fatty
acids and by permanently increasing liquid volume during the
assay. Lipase assays based on oil-drop tensiometry, lipid
monomolecular layers, or bilayer lipid membranes have been
reported. Oil drop tensiometry measures a formation of
surface-active lipolysis products at the substrate-buffer inter-
face [9]. Hydrolysis of substrate in the form of monomolecular
layer at the air—water interface can be detected as a decrease
of the monolayer area at fixed surface pressure [9-11]. A
similar principle was realised on a hydrophobized metallic
clectrode coated with phospholipids; in this case desorption
of hydrolysed products was monitored as changes of the
electrical capacitance [12, 13]. Product desorption from
supported lipid bilayers of acylglycerols and/or phospho-
lipids has also been observed with atomic force microscopy
[14]. Formation of lipolytic products in planar lipid bilayers
can be detected as changes of boundary potential [15, 16].
These techniques are very useful for scientific applications but
high sensitivity to surface-active impurities complicates their
application for real samples. Fourier transform infrared spec-
troscopy enables one to detect hydrolysis of triacylglycerols
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in reverse micelles [ 17]. Various chromatographic procedures,
for example thin-layer chromatography, gas liquid chroma-
tography, or high performance liquid chromatography can
also be applied to quantitative determination of the released
fatty acids but are not convenient for routine lipase analysis
and enable only a low throughput.

Colorimetric lipase assays are based either on artificial
chromogenic substrates, for example esters of (3-naphthol or
p-nitrophenol with fatty acids [18-20], or on the formation of
chromogenic products by conversion of fatty acids to the
copper soaps by reaction with chromogenic compounds
[21]. Another colorimetric approach is based on specific cat-
alytic oxidation of linoleic acid by lipoxygenase resulting in
formation of a hydroperoxide which forms a red complex with
thiocyanate [22]. Luciferase from Beneckea harveyi develops
bioluminescence in the presence of long-chain fatty acids,
especially myristic acid [23]. Immunological methods based
on ELISA have also been applied, but they measure only
enzyme concentration and not enzymatic activity [24].

The first turbidity assay for detection of lipolytic activity
was suggested by Lawrence et al. [25], and was further mod-
ified in numerous publications [26, 27]. Tributyrin was emul-
sified in agar and poured into Petri dishes. Stabilization by the
agar enabled simple handling of the prepared assay. Lipase
was injected into pre-cut wells (Fig. 1a). Hydrolysis of the
tributyrin emulsion was observed by formation of a zone of
clearance around the well. However, its application for quan-
titative analysis of lipases is complicated by the radial geom-
etry of the system leading to a nonlinear concentration profile
in the radial direction. Alternatively, mixing ofa lipase sample
with a hot agar suspension containing emulsified tributyrin
has been suggested [5], but this may lead to the thermal
inactivation of the enzyme and requires fast and highly

Ciipase | |

Fig. 1 Comparison of the Petri plate lipase activity assay (a) with the
suggested bilayer assay in a microtiter plate well (b). Radial diffusion of
the enzyme in the Petri plate assay leads to inhomogeneous lipolysis
conditions around the cavity with the injected enzyme. The bilayer assay
enables homogeneous lipase distribution over the upper (reaction) layer.
Lipid droplets are neither to scale nor represented in realistic numbers

reproducible cooling to the assay temperature and preparation
of assay media just before measurements of lipase activity.
Additional problems may occur because of the effect of the
hydrolysis products on the reaction rate [11]. These are prob-
ably the reasons why this approach, being very convenient
and widely used for lipase screening and qualitative analysis
in microbiology, is not used practically for quantitative mea-
surements. This point of view is supported by Owusu et al.
[28], who used two lipase assays in their work: a very approx-
imate lipase estimation in chromatographic fractions was
performed using tributyrin turbidity assay whereas a quantita-
tive analysis of lipolytic activity for determination of enzyme
damage was performed using p -nitrophenol assay.

We suggest here a new clearing assay enabling these prob-
lems to be overcome. The system (Fig. 1b) is also stabilized by
agar (or agarosc) but has two layers: a thin reaction layer
containing emulsified tributyrin and a thicker supporting layer
operating as a reservoir for lipolytic products. Lipase is added
as the third (upper) layer, this leads to the fast and homoge-
neous lateral distribution of the enzyme. The new assay ge-
ometry has three advantages:

1. the concentration of the added lipase is constant within the
field of optical measurement during the whole assay time;

2. the diffusion processes are mono-dimensional; and

the lipolytic products formed can leave the reaction layer,

thus minimizing a possible effect on the enzymatic

reaction.

|5

As the result, the assay enables quantitative analysis of
lipolytic activity. An additional important advantage is that it
can be implemented as a high-throughput technique using
standard microtiter plates and microtiter plate readers. The
microtiter plates filled with assay media can be stored for a
few weeks and posted; therefore it does not require any time-
consuming assay preparation before measurements. Note that
in contrast to p-nitrophenol and other currently used assays
for lipase activity, the suggested assay does not need addition
of surfactants which can strongly affect enzyme activity
[29-32].

The assay was optimized using the lipase of Thermomyces
lanuginosus (formerly named Humicola lanuginosa) and
then tested with six other lipases.

Materials and methods

Commercially available enzyme Novareko (NovaBiotec Dr
Fechter, Berlin, Germany), a Thermomyces lanuginosus lipase
(31.7 kDa [33]) recombinantly produced by Aspergillus oryzae,
was used as a model for assay development. In this paper it is
referred to as 7. lanuginosus lipase. The manufacturer specified
its specific activity towards tributyrin as 250 U mg'. Other
lipolytic enzymes were purchased from Sigma-Aldrich
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(Miinchen, Germany): lipases from Burkholderia cepacia,
Candida rugosa, Chromobacterium viscosum type XII,
Pseudomonas fluorescens, Rhizomucor miehei, and porcine
pancreatic lipase type 1. The 7. lanuginosus lipase, stabilised
by high concentrations of ethylene glycol, was precipitated with
ice-cold acetone (50 %, v/v) overnight at 4 °C. The precipitate
was centrifuged (15,090 ¢ for 30 min at 4 °C) and washed twice
with 100 % ice-cold acetone. The final precipitate was
dissolved in distilled water. Undissolved material was removed
by centrifugation. Other lipases were used without additional
purification.

Lipase activity was estimated by colorimetric assay using
p-nitrophenyl palmitate as substrate according to Barig et al.
[34]. One unit (U) of enzyme activity was defined as the
amount of protein releasing 1 wmol p -nitrophenol per minute.
Protein concentration was determined by colorimetric assay
according to Bradford using a calibration curve obtained with
bovine serum albumin [35].

The assay was prepared in 96-well microtiter plates as a
two-layer system. The lower (supporting) layer consisted of
150 uL 2 % (w/v) agar dissolved in 500 mmol L' sodium
phosphate buffer pH 7.0. The upper (reaction) layer was
prepared by mechanical dispersion of 1 % (v/v) tributyrin
(this corresponds to 34 mmol L") in 40 uL of the above
mentioned medium at 60 °C using an UltraTurrax stirrer
(IKA-Werke, Staufen, Germany) at 13,500 rpm for 1 min.
Each layer was allowed to solidify for 1 h. The effect of
substrate concentration was analysed by emulsifying 0.25 %,
0.5 %, or 0.75 % instead of 1 % (v/v) tributyrin. Hydrolysis of
tributyrin was initialised by injection of 20 uL aqueous lipase
solution. The clearing process at 25 °C was observed via
spectrophotometric measurement at 595 nm every 5 min for
1 h

Droplet size distribution of the tributyrin emulsion was
visualized using fluorescent staining with Nile red (Sigma-—
Aldrich) and analyzed by VideoScan system described else-
where [36]. Tributyrin was mixed with Nile red stock solution
(1 mg mL " in acetone) to final concentration of 10 % (v/v)
and mechanically dispersed. Subsequently, 20 uL of the
tributyrin emulsion was deposited on to the glass slide and
covered with a cover slip. Droplet diameter was measured
within the range 1.0-20 pum. Optical spectra of microtiter
plates were analysed before and after a long (7 h) hydrolysis
with 2 pg/well T. lanuginosus lipase.

Agar (2 %, w/v) was compared with agarose (1.4 %, w/v)
and polyacrylamide (8 % or 15 %, v/v). Agarose was treated
using the same procedure as described for agar. In the case of
polyacrylamide, both layers have a final volume of 100 uL
whereby the upper layer contained 1 % (v/v) tributyrin
(this corresponds to 85 mmol L™"). The polyacrylamide gels
were prepared by mixing either 26 % or 50 % (v/v)
Rotiphorese Gel 30 (37.5:1), an acryl-bisacrylamide mix
(Carl-Roth, Karlsruhe, Germany) with 500 mmol L™ sodium

phosphate buffer pH 7.0. Polymerization was initiated by ad-
dition of 1 % (v/v) ammonium persulfate (VWR, Darmstadt,
Germany) and 0.2 % (v/v) tetramethylethylenediamine
(Merck, Darmstadt, Germany).

Diffusion was observed in glass tubes with an inner diam-
eter of 0.6 cm and length of 4.5 cm filled with 1 mL of either
agar (2 %, w/v), agarose (1.4 %, w/v), or polyacrylamide (8 %
or 15 %, v/v) dissolved in 500 mmol L™ sodium phosphate
buffer at pH 7.0. A small amount (250 uL) of a coloured
marker with molecular size either smaller or larger than the
T. lanuginosus lipase was injected into the end of the glass
tube which was free from the gel. The following markers were
used (all from Sigma-Aldrich): 50 mg mL™"' neutral red
(289 g mol™"), 2 mg mL™" cytochrome ¢ from equine heart
(12.4 kDa), and 50 mg mL ™" blue dextran (2000 kDa). The
tubes were sealed with parafilm and incubated at 25 °C in the
horizontal position. Diffusion was studied by movement of
the dye front and calculated from the equation:

[2

D= (1)

mt’

where D is the diffusion coefficient and / is the displacement
of the dye front during the time 7.

To quantify the released glycerol the content of one well
was centrifuged (16,060g for 10 min), then the supernatant
was analysed with a glycerol UV method reaction kit
(Bochringer Mannheim/r-biopharm, Darmstadt, Germany).
Four independent experiments were performed after hydroly-
sis of tributyrin by 7. lanuginosus lipase (2 pg/well for 2 h).
Control experiments without lipase showed no glycerol
detection.

Stability of the 1 % (v/v) tributyrin emulsion in the
bilayer system was analysed. Microtiter plates were sealed
with self-sticking aluminium foil and polyethylene cling
film and stored at room temperature in the dark. Changes of
the extinction at 595 nm and of the mass during the storage
were studied.

Results and discussion
Development of the turbidity assay

An addition of an aqueous lipase solution to the substrate layer
leads to clearing of the emulsion and a corresponding decrease
of'its extinction (Fig. 2a). The process starts immediately after
enzyme addition and has a trend to saturation within a few
hours. Addition of water instead of lipase solution leads to a
very small variation of extinction. The initial slope of signal
kinetic depends on the amount of the enzyme injected into the
microtiter plate cavity (Fig. 2b). This dependence was linear at
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Fig. 2 (a) Kinetics of the extinction changes because of hydrolysis of
tributyrin by 7. lanuginosus lipase. Addition: 200 ng enzyme per well
(squares), 20 ng enzyme per well (triangles), zero amount of enzyme
(circles). The moment of addition corresponds to the zero point of the time
scale. The measurements were performed at A=595 nm in a bilayer system
formed in the wells of the microtiter plate. (b) Dependence of the rate of
change of extinction (db

2= ) on the amount of 7. lanuginosus lipase injected.
g : H By (P dEs;
The experimental points were fitted by hyperbolic function <
m . The linear part of the curve corresponding to low con-
centrations of lipase is shown in the inset. The presented data are the
mean values; the error bars correspond to standard deviations calcu-

lated from the data for eight wells

small enzyme concentrations, an increase leads to saturation.
For the 7. lanuginosus lipase a deviation from linearity is
observed at over 200 ng enzyme per well. This concentration
corresponds to an enzyme activity of 0.3 mU/well based on
measurements using the p-nitrophenyl palmitate assay. The
concentration dependence can be described by hyperbolical
dependence:

dEsgs B 0.4¢
dt — 27ug/ml+c’

where ‘If[;’*" is the change of extinction at 595 nm per hour and

¢ is the lipase concentration in ug mL™". This dependence
formally corresponds to the Langmuir adsorption isotherm
and the value of 1/27 ug mL™! (1.2x 10° L mol*') can be
regarded as an appeared Langmuir adsorption constant char-
acterizing the affinity of the enzyme to the surface of substrate
droplet. From the data of Pinholt et al. [37] studying adsorp-
tion of the same type of lipase on hydrophobic surfaces and
from the data of Sugiura and Isobe [38] studying adsorptive
properties of lipase from Chromobacterium we can ob-
tain the values of the adsorption constant 1.8x 10° L mol™
(calculated from Fig. 4 in Ref. [37]) and 1.7x10° L mol
(calculated from Fig. 4 in Ref. [38]) which are very close to
our experimental data. Therefore we suggest that empirical
Eq. (2) relates to physical adsorption of lipase onto the surface
of tributyrin droplets. According to the concept of lipase
activation on the substrate surface [39, 40], this is the key step
in the kinetics of lipolysis.

Implementation of a new system as a kinetic assay for
enzyme activity requires proof that the reaction rate is not
limited by substrate concentration. Application of different
amounts of substrate showed that the initial extinction values
increased with increasing tributyrin concentration as 0.79+0.07,
0.84-£0.05, 0.97+0.03, and 0.98+0.05 for tributyrin content of
0.25 %, 0.5 %, 0.75 %, and 1 % (v/v), respectively. However,
for substrate concentrations >0.5 % an increase of the values

dEsg;
dt

for increasing substrate content was within statistical
deviation (Fig. 3). For example, doubling the substrate content
(from 0.5 % to 1 %) led to just a 1.14-1.20-fold increase of

. o o . dEse; 1
the enzymatic activity. For the normalized values <%
(where E and £ are initial extinctions of the system with and

without substrate, respectively) no dependence on substrate

0.08+

0.00 T T
20 40

Lipase amount (ng/well)

o

o

>
1

dE,, /dt, 1/h
o
5

80

Fig. 3 Effect of substrate concentration on the initial kinetics of lipolysis
measured as the rate of change of extinction (‘I—f;’-;& ). The substrate layer
contained 0.25 % (white), 0.5 % (light grey), 0.75 % (grey) or 1 % (dark
grey) (v/v) tributyrin. The presented data are the mean values; the error
bars correspond to standard deviations for four experiments
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concentration for tributyrin contents of 0.5 % or higher was
observed (Electronic Supplementary Material, Fig. S1).
Therefore, we conclude that the lipase activity in the sug-
gested system and in the studied concentration range is
not limited by the substrate. Only at lower substrate con-
centration (below 0.5 %) the reaction rate is affected by the
substrate. The dependence of the reaction rate on substrate
concentration for the concentration range below 0.5 %
(corresponding to 17 mmol L") was also observed by
Smeltzer et al. [5], however they suggested working at a
substrate concentration 0f 0.25 % (8.5 mmol L™ 1. We selected
a higher substrate concentration of 1 % (34 mmol LY. This
enabled us to realize conditions under which the reaction rate
is not affected by substrate even at much higher lipase
concentrations.

The measured signal dependence on enzyme concentration
can be used as a calibration for quantitative determination of
lipolytic activity. The absolute values can be obtained by
comparison with another technique. However, one has to take
into account that some compounds used in these assays (dyes,
detergents) and possible organization of substrate molecules
into micelles or other aggregates can affect the measured
lipase activity.

Droplet-size distribution and optical extinction spectra

The distribution of the droplet size of tributyrin in the substrate
layer was determined by using an automated system
(VideoScan) providing optical microscopy and image analy-
sis. Therefore, 1 % tributyrin emulsion in either agar (2 %, w/v)
or agarose (1.4 %, w/v) was used. The droplet size distribution
obtained is presented in Fig. 4. For both gel-forming agents the
droplet diameter measured in the range between 1.0 and 20 um
had a peak at 1.5 pm and the mean distance between droplets
was approximately 20 pm.

The optical extinction spectra of the system before and after
hydrolysis are presented in the Fig. Sa. The spectra were fitted
by the function:

a

EA:F+[7. (3)

where a, b, and n are fitting constants. The fitting demon-
strated that the hydrolysis leads to a strong decrease of the
wavelength-independent component » and to an increase of
the exponential factor n. The light scattering by an emulsion
with a droplet size much below the light wavelength can be
described by Rayleigh scattering with a wavelength depen-
dence ~ % therefore n is equal to 4. If the size of the emulsion
particles is comparable with the wavelength, a Mie scattering
mode with wavelength dependence of approximately % is
expected (n=1). For the large droplets in the emulsion geo-
metrical, wavelength-independent light scattering is expected

80

Droplets/mm?
S [}
o o

N
o
1

T »
2 4 6 8 i0 12 14 16 18 20
Diameter (pm)
Fig. 4 Droplets of tributyrin in agar (2 %, w/v) visualized with Nile red
staining (a ) and droplet size distribution (b) of 1 % tributyrin emulsion in
agar (filled circles) or in agarose (empty circles). The number of droplets
was measured in the optically selected layer with thickness of 60 pm

(n=0). Our results (caption to Fig. 5) demonstrate that the
light scattering by the system before hydrolysis was some-
where between the Mie and geometrical scattering modes:
b=0.604+0.001, n=2.29140.004. The hydrolysis of
tributyrin led to a strong decrease of the wavelength-
independent component b and to an increase of the expo-
nential factor n: b=0.091+0.09, n=2.56+0.04. Therefore,
the hydrolysis results in the change of the scattering mode
from the wavelength-independent geometric scattering to-
ward the Mie mode with% wavelength dependence. This
indicates a decrease of the droplet size during the hydroly-
sis. This effect was also described by Jurado et al. [41]. It
should be noted that the larger droplets contribute much
more to the measured signal. The decrease of the droplet
size during hydrolysis leads to greater sensitivity at longer
wavelength (Fig. 5b). For this reason, the wavelength of
595 nm was selected for the assay.

Influence of gel-forming agent on extinction

The usual approach for stabilization of aqueous emulsions of
hydrophobic compounds by surfactants is not suitable for
development of a lipase assay: an effect of surfactants on
lipolysis rate is well documented [29-32]. Therefore, stabili-
zation of the tributyrin emulsion was performed by using gel-
forming agents preventing diffusion of tributyrin droplets. A
possible effect of these agents on the turbidity assay was
studied. Agar, agarose, and polyacrylamide were compared.
Agar is a complex mixture of polysaccharides of the same
backbone structure partially substituted by anionic groups.
Agarose has the same backbone structure but no charged
substituents and provides a higher gelling ability [42].
Taking into account that agar contains approximately 70 %
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Fig. 6 Effect of the gel-forming agents on the extinction of the bilayer
0.0 ) T v T system with (dark grey) or without (light grey) 1 % emulsified tributyrin
400 500 600 700 prepared in microtiter plates. The presented data are the mean values; the
Wavelength (nm) error bars correspond to standard deviations for 20 wells
b
0.60
of acrylamide in thin layers required an increase of the
0.554 substrate layer from 1.0 mm to 2.6 mm. This led to the
- corresponding increase of the amount of substrate in the
— well.
- 0.50 { Gels with 8 % or 15 % (v/v) acrylamide and 0.2 % or
< 0.4 % (v/v) bisacrylamide, respectively, were studied. The
U\.l 0.45 difference between extinction of the assay systems with and
T without tributyrin was very small for 8 % gels, but for 15 %
* gels this value is similar to that for the agar assay system.
0.40 However, a normalization to the amount of tributyrin leads to
0.00:f . a smaller value. Addition of lipase to both polyacrylamide-

T T T
400 500 600 700
Wavelength (nm)

Fig. 5 Extinction spectra of the bilayer system before (filled circles) and
after (empty circles) hydrolysis of tributyrin by 7. lanuginosus lipase (a)
and the dependence of the rate of change of extinction on the wavelength
during the initial stage of hydrolysis (b). The spectra were fitted by the
function £\ = &+ b with the following values: before hydrolysis:
a=8.4x10°+2.2x10%, h=0.604+0.001, n=2.291+0.004; after hydroly-
sis: a=4.7x107=1.1x107, h=0.091+0.009, n=2.564+0.041. The
presented data are the mean values; the error bars correspond to standard
deviations calculated for four wells

agarose, 1.4 % (w/v) agarose was compared with 2 % (w/v)
agar. Although the extinction of the layer of agarose gel is
lower, the extinction increase due to tributyrin emulsion is the
same as for agar (Fig. 6). Lipase concentration dependence for
the agarose-stabilized assay is also the same as for the agar-
stabilized assay (data not shown). Taking into account that the
droplet size distribution in both experimental systems was also
almost identical, one can conclude that the behaviour of the
assay systems with agar and agarose is about the same.
Agarose is a better defined compound whereas agar is essen-
tially less expensive.

Polyacrylamide as the third gel-forming agent was stud-
ied because of its lower background extinction (Fig. 6) and
higher temperature stability. Difficulties in polymerization

based systems resulted in changes of extinction approximately
a factor of ten lower during tributyrin hydrolysis. The reason
for the decrease is most probably an effect of the gel-forming
agent on diffusion of the enzyme (see below for details).
Therefore, these polyacrylamide gels are not suitable for the
turbidity assay.

Analysis of diffusion conditions

All studied bilayer systems resembled typical gels with very
high viscosity; literature data on polyacrylamide gel give a
value of over seven orders of magnitude of viscosity increase
during polymerization [43]. However, it may not correlate with
microviscosity, which determines diffusion of molecules. To
investigate diffusion conditions of lipase in the substrate layers
containing gel-forming agents, diffusion coefficients for three
test molecules (neutral red, cytochrome ¢, and blue dextran) of
size smaller or larger than the enzyme were measured by
observation of movement kinetics of the dye front injected into
tubes filled with different gels (Electronic Supplementary
Material, Fig. S2a). Linear dependence between diffusion time
t and square of the mean diffusion displacement / demonstrated
that the diffusion obeys the classical rule without anomalies
observed for some liquids containing a macromolecular matrix.
The values of the diffusion coefficients obtained are shown in
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Table 1 Diffusion coefficients of
three molecules of different size Compound Diffusion coefficients (m? s™') in gels of:
in buffer (500 mmol L! phos-
phate, pH 7.0) containing various Name Molecular mass Agar Agarose Polyacrylamide
gel-forming agents (g mol ™)

2% 1.4 % 8 % 15 %
Neutral red 389 11x107° 1.4x107° 5.9x107"° 2.9x107"
Cytochrome ¢ 12400 1.8x107"° 2.1x107'° 45x107" No diffusion
observed
Blue dextran 2000000 2.7x107" 2.7x107" No diffusion No diffusion

observed observed

Table 1. The results were analysed by use of the Stokes—
Einstein equation (Electronic Supplementary Material,
Fig. S2a). For all test molecules the values of microviscosity
in agar and agarose were found to be very similar to the
viscosity of water (Electronic Supplementary Material,
Fig. S2b). This means that these polymer networks have almost
no effect on diffusion of the test molecules. Taking into account
that the size of lipase is within the size range of the selected test
molecules, one can conclude that lipase diffusion in these gels
also is not affected by these gel forming agents and has about
the same rate as in aqueous solutions without polymeric
compounds.

The effect of the polyacrylamide gel on the microviscosity
is significantly higher (Electronic Supplementary Material,
Fig. S2 and Table 1). For the biggest molecule (blue dextran)
no diffusion is observed during three days. Even for the
smallest molecule (neutral red) the value of microviscosity
is higher than the viscosity of water. The microviscosity of
15 % gel is twice that of 8 % gel. The observed higher
microviscosity of polyacrylamide gels indicates a more
densely organized polymer network. This is most probably
the reason for the much lower lipase activity in this medi-
um. Therefore, such gel-forming agents are not suitable for
turbidity assays.

The data on the diffusion conditions enable us to discuss
the kinetic mechanism of lipolysis. The system is mechanical-
ly stabilized by a polymeric network of gel-forming agent
which prevents movement of substrate droplets but does not
affect the diffusion of enzyme molecules. The mean distance
between the substrate droplets is approximately 20 um. An
enzyme with a diffusion coefficient of ~107""m?s ! (Table 1)
would need approximately 1 s for this distance. The turnover
time of 7. lanuginosus lipase estimated from the value of its
specific activity is 7 ms. Therefore, hopping to another sub-
strate droplet during lipolysis is a relatively rare event, and a
lipase molecule adsorbed on the interface of substrate droplets
should stay on its surface. Such behaviour is highly compat-
ible with the scooting mode of lipolysis, and a hopping mode
seems unlikely [44]. A conclusion on the scooting mode was
previously made during investigation of lipid hydrolysis by

phospholipase A, [16]; strong adsorption of that enzyme was
explained on the basis of electrostatic interactions [11].

Glycerol release

Complete hydrolysis should lead to the formation of fatty acids
and glycerol. However, analysis of glycerol content after 2 h
hydrolysis (this time corresponds to saturation of the extinction
changes) resulted in a reaction yield of only 4 %. This can be
explained within the model of Jurado et al. postulating that the
lipolysis proceeds in two partially overlapping stages [45].
During the first reaction stage one of the outer ester groups of
tributyrin is hydrolysed, and the interface becomes saturated
with dibutyrin. The hydrolysis of the second ester bond is
considerably slower, therefore the reaction is inhibited at this
stage. However, the surface activity of dibutyrin is also relatively
low, and the low glycerol yield can be also explained by high
solubility of mono and dibutyrins released into the water phase,
thus becoming less accessible to the interfacially active 7.
lanuginosus lipase. Therefore, the hydrolysis of monobutyrin
and formation of glycerol is a very slow process which occurs
much later than the clearance of the suspension. The solubility
issue makes impossible an application of natural long chain
substrates in this assay—in this case the solubility of products
is too small, and the hydrolysis does not lead to the clearance of
the substrate suspension.

Table 2 Detection limit and linear range for different lipases

Lipase Limit of detection Linear range
(ng/well) (ng/well)
Fungal  Candida rugosa 60 180
Rhizomucor miehei 20 200
Thermomyces lanuginosus 20 200
Bacterial Burkholderia cepacia 20 140
Chromobacterium 20 200
viscosum, type XII
Pseudomonas fluorescens 20 200
Animal  Porcine pancreatic lipase, 40 200
type 11
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Storage stability p-nitrophenol assay. One can expect that realization of this

Long-term stability of tributyrin emulsion entrapped in the
gels is complicated by two factors. The first is water evapora-
tion. This problem can be overcome by sealing the prepared
microtiter plates or by storage at high humidity. For example,
storage of microtiter plates, prepared for the lipase assay and
sealed with self-sticking aluminium foil and polyethylene
cling film leads to loss of less than 1 % of mass during ten
weeks of storage at room temperature.

The second factor is a consequence of thermodynamics:
fusion of micro-droplets is energetically favourable. This ef-
fect is known as Ostwald ripening. Estimation of the kinetics
of this effect can be achieved by use of the widely accepted
Lifshitz-Slyozov model [46]. With the physical properties of
the tributyrin suspension used in the lipase assay (droplet
diameter 1.5 pm, critical micelle concentration of tributyrin
0.5 mmol L™" [47], interfacial tension of tributyrin in the
measurement buffer of 15 mN m™' (our measurements with
an oil-drop tensiometer)) and with a calculation of the diffu-
sion coefficient of tributyrin molecules using the Stokes—
Einstein equation for a molecular radius of 0.35 nm, a dou-
bling time for the mean droplet size of ~5000 s was calculated.
In the experiment the temporal stability of the tributyrin
micro-droplets was much better. The time until extinction
decreased to about 50 % of the original value was approxi-
mately ten weeks at room temperature. This large difference
from the Lifshitz—Slyozov model might be a result of the gel-
forming agent: interaction of growing droplets inside the
polymeric network probably leads to distortion of their spher-
ical shape and therefore to a much higher energy.

Poor stability of tributyrin emulsions has been discussed in
the literature. Li et al. improved emulsion stability by incorpo-
ration of >15-25 % com oil [48]. Another possible approach is
based on addition of a well characterized non-ionic surfactant,
for example Triton-X100 [49]. However, because of a possible
effect of surfactants on the enzyme this approach is not suitable
for a quantitative lipase assay. Therefore, the storage of the
prepared microtiter plates for more than two weeks cannot be
recommended, because it leads to loss of assay sensitivity.

Application of the turbidity assay

The assay developed and optimized using 7. lanuginosus
lipase was tested with six other lipolytic enzymes (Table 2):
lipases from Burkholderia cepacia, Candida rugosa,
Chromobacterium viscosum type X, Pseudomonas fluores-
cence, Rhizomucor miehei, and porcine pancreas type II. The
initial slope of the kinetic signal was analysed for different
amounts of lipase. The results indicate that for all the lipases
studied the limit of detection is below 100 ng/well. For 7.
lanuginosus lipase the limit of detection is 20 ng/well which
is equivalent to the activity of 30 pU/well determined by

assay on 384-well or 1536-well microtiter plates with corre-
spondingly smaller well size is a simple way to reduce the
minimum amount of enzyme. A calibration curve for quantita-
tive determination of lipolytic activity can be obtained by use of
a standard, well characterized, and stable lipase. The lipase
from 7. lanuginosus is a good candidate for this purpose [50].

Conclusion

A rapid and simple quantitative assay for determination of the
activity of lipolytic enzymes has been developed. The opti-
mized assay was prepared from 1 % tributyrin emulsion in
2 % agar gel. The assay provides high throughput and requires
only a small sample volume. It can be realized in each clinical
or industrial laboratory using standard readers for microtiter
plates. The assay can be easily adapted to different lipases
favouring specific pH, temperature, or requiring different ions
or cofactors for their activity. Furthermore, realization of the
assay in the format of microtiter plates offers a simple possi-
bility to study variations of these conditions. Zero enzyme
concentration leads to zero value of the measurement signal
(dE/dt) of the turbidity assay. This enables one to combine
this assay with a technique of standard additions which can be
useful for lipase analysis in a complex matrix.
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