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Abkürzungen 
AlgLys Alginat Lyase  

ATCC American Type Culture Collection 

AU Absorption Units (engl. Zunahme der Absorption je Minute bei konstanten 

Bedingungen) 

BFM Biofeuchtmasse 

Bp Basenpaare 

BSA Rinderserumalbumin (engl. bovine serum albumin) 

BTM Biotrockenmasse 

Chisq Fehler der Summe der Quadrate (Chi-Quadrat-Verteilung) 

Cys Cystein 

CV Säulenvolumen (engl. column volume) 

DNA Desoxyribonukleinsäure (engl. Desoxyribonucleic acid) 

NCBI National Center for Biotechnology Information 

DTT Dithiothreitol 

E.coli  Echerichia Coli 

EDC N-(Dimethylaminopropyl)-N'-Ethylcarbodiimid 

EDTA Ethylendiamintetraacetat 

EFB European Federation of Biotechnology 

GA Glutaraldehyd 

His-tag Histidin-tag 

IDA Iminodiessigsäure (engl. Iminodiacetic acid) 

IMAC Affinitätschromatographie ( engl. Immobilized Metal Ion Affinity Chroma-

tography)  

IPTG Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid 

k Geschwindigkeitskonstante  

k.a. Keine Angaben 

kDa Kilodalton 

KM Michaelis-Menten-Konstante 

MOS Mannuronsäure Oligosaccharide 

n. a. nicht angegeben 

n. b. nicht bestimmt 

NHS N-Hydroxysuccinimid 

NTA Nitrilotriessigsäure (engl Nitrilotriacetic acid) 

OD Optische Dichte 

P Produkt 

PA Polyamid 
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PEG Polyethylenglykol 

ppm Teile einer Millionen (10-6) (engl. parts per million) 

PS Polysulfon 

PTFE Polytetrafluorethylen 

rec. Rekombinant (engl. recombinant) 

RO Reverse Osmose 

SEC Größenausschlusschromatographie ( engl. Size exclusion chromato-

graphy) 

REM Rasterelektronenmikroskop  

Sulfo-LC-

SPDP Sulfosuccinimidyl 6-[3´(2-pyridyldithio)-propionamido] hexanoat 

RT Raumtemperatur 

T Träger 

TBO Toluidinblau O 

Tris Tris-(hydroxymethyl))-aminomethan 

U Unit (μmol/min) 

rpm Umdrehung in der Minute (engl. revolutions per minute) 

VE-Wasser Vollentsalztes Wasser 

Vmax Maximale Reaktionsgeschwindigkeit 

IUPAC International Union of Pure and Applied Chemistry 
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Englische Begriffe, auch wenn es deutsche Äquivalente gibt, werden nach eigenem Ermes-

sen im Text benutzt und kursiv dargestellt. Weiterhin folgen kurze Definitionen der verwende-

ten Begriffe. 

Leaching Bezeichnet die Aktivität, welche während des Aktivitäts-

assays, von Immobilisaten abgelöst wird. 

Activated Thiol SepharoseTM 4B Agarose Matrix, welche mit Thiolresten aktiviert wurde. 

Chelating Sepharose Fast Flow Kommerzielle Agarose Matrix, welche mit Iminodiessig-

säurereste (IDA) aktiviert wurde, um Nickel-Ionen zu 

komplexieren und letztlich, mit Histidin-tag modifizierte 

Proteine zu binden. 

Conditioning Film Bezeichnet die Ablagerung von Biopolymeren, welche 

der eigentlichen Biofilmbildung vorausgeht. 

Biofouling; Fouling Biofilmbildung auf Oberflächen, z.B. auf Membranfilter 

oder Rohrleitungen. 

Antifouling Gegen das (Bio)Fouling gerichtet. 

Feed-Wasser Salzwasser, welches dem Reverse Osmose Prozess 

zugeführt wird.  

Multipoint Attachment Kopplung eines Moleküls über mehrere Bindungen. 



1  Einleitung und Zielsetzung    13 

1 Einleitung und Zielsetzung 

1.1 Stand des Wissens 
Jede chemische Reaktion in der Natur wird von Enzymen katalysiert. In der Biotechnologie 

macht man sich die Eigenschaften dieser Biokatalysatoren zunutze. Beispielhaft kann die 

hohe Chemo-, Regio- und Stereoselektivität genannt werden. Daneben bieten die meist sehr 

milden Reaktionsbedingungen einen weiteren Vorteil gegenüber chemischen Verfahren. 

Durch Prozessvereinfachungen, Reduktion von Rohstoffen und Einsparung von komplexen 

Produktaufreinigungsverfahren können die Produktionskosten mit Hilfe von biotechnischen 

Prozessen reduziert werden. Es gibt viele Anwendungen von Enzymen in der Industrie 

[Liese et al., 2006]. So wurden z.B. Amylasen zur Stärkespaltung bei der Ethanolherstellung 

oder Chymosin und Pepsin zum Proteinabbau bei der Produktion von Molkereiprodukten 

schon im Mittelalter verwendet. In der Neuzeit, mit der Möglichkeit der Produktion und Reini-

gung von Enzymen, finden sich viele neue Anwendungen. Hier wird sich ihrer Eigenschaft 

als Synthesekatalysator bedient, indem Produkte wie Medikamente, Feinchemikalien und 

Vitamine hergestellt werden. Enzyme katalysieren auch den Abbau von diversen Substraten. 

Die Wirkung von Waschmitteln beispielsweise beruht darauf. Die Verminderung von Biofou-

ling oder der Abbau von Biofilm sind weitere Beispiele [Kristensen et al., 2008]. Für die oben 

beschriebenen Anwendungen von Enzymen sollte auch der ökonomische Aspekt beachtet 

werden. Die Produktion und Reinigung von Enzymen ist mit der Entwicklung der Biotechno-

logie im Bereich der Molekularbiologie und Gentechnik effektiv und kostendeckend möglich. 

Um den Einsatz von Enzymen noch effizienter zu gestalten, wird sich der Immobilisierung 

der Biokatalysatoren bedient. Dieser Aspekt soll nun im Folgenden näher betrachtet werden. 

1.1.1 Immobilisierung von Enzymen 
Die Immobilisierung von Enzymen beschreibt den Prozess, in dem der Biokatalysator räum-

lich fixiert wird. Dadurch ist die Trennung von Produkt und Katalysator gewährleistet. Außer-

dem zeigt sich oftmals eine Verbesserung der Stabilität und/oder der Katalyseeigenschaften 

der Enzyme [Rodrigues et al., 2011]. In der Literatur unterscheidet man verschiedene Stra-

tegien zur Immobilisierung: Adsorption, kovalente Verknüpfung, Einschluss im polymeren 

Gel, Membranen oder Kapseln, und die Verknüpfung der Enzyme untereinander. In Abb. 1-1 

sind diese schematisch dargestellt. 
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Adsorption 

Kovalente Verknüpfung 

Einschluss im polymeren Gel, Membranen 

oder Kapseln 

Verknüpfung der Enzyme untereinander 

Abb. 1-1 Schematische Darstellung verschiedener Immobiliserungsstrategien. E steht 

für Enzym. 

Die am einfachsten umzusetzende Immobilisierungsmethode ist die Adsorption. Bei 

genügend hoher Affinität bindet das Enzym an einen festen Träger. Die Bindung kann auf 

unterschiedlichen Wechselwirkungen beruhen [Cao, 2006a]: 

• Unspezifische physikalische Adsorption (es wirken van-der-Waals-Kräfte und Was-

serstoffbrücken)

• Ionische Bindungen

• Hydrophobe Interaktionen

Vorteile bei dieser Art der Immobilisierung sind die Reversibilität und die einfache Handha-

bung [Cao, 2006a]. Zudem sind keine chemischen Modifikationen am Enzym nötig [Albayrak 

und Yang, 2002]. Nachteilig bei dieser Variante der Bindung ist, dass sich das Enzym vom 

Trägermaterial ablösen kann und somit das Leaching oft sehr hoch ist. Dieses Phänomen 

kann z.B. durch zu hohe oder zu niedrige Ionenstärke oder pH–Wert-Veränderungen ausge-

löst werden.  

Bei der kovalenten Immobilisierung wird das Leaching reduziert, indem zwischen dem En-

zym und dem Trägermaterial eine chemische Bindung gebildet wird. Es reagiert meist eine 

Aminosäureseitenkette des Proteins mit einer funktionellen Gruppe auf dem Trägermaterial. 

Zusätzlich ist oft eine Aktivierung des Trägers notwendig. Die physikalische Beschaffenheit, 

wie Porosität, Druckstabilität, Hydrophobizität, Biokompatibilität und die chemische Natur des 

E E E 

E E E 

E 
E 

E 

E E 
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Materials, wirken sich generell auf die Enzymeigenschaften, wie Stabilität, Aktivität und Spe-

zifität, aus [Cao, 2006b]. Dabei kann eine erhöhte Stabilität des Enzyms auf Kosten einer 

herabgesetzten Aktivität entstehen, oder die Substratspezifität ändert sich durch die räumli-

che Zugänglichkeit des aktiven Zentrums. 

Eine weitere Immobilisierungsart ist der Enzymeinschluss. Zur Herstellung wird das Enzym 

mit einer Matrix, meist einem Gel, in Lösung gebracht. Anschließend wird die Matrix in eine 

unlösliche Form überführt. Dabei wird die Aktivität in dem Material eingeschlossen. Mit dieser 

Methode können auch ganze Zellen immobilisiert werden. Dabei gilt es zu beachten, dass 

das entsprechende Substrat auch in das Material eindringen kann, damit es umgesetzt wer-

den kann. Diese Vorgehensweise ist einfach umzusetzen und effektiv [Cao, 2006c]. Der Ein-

schluss von Tannase in eine Alginat-Matrix ist ein Beispiel für diese Prozedur [Yao et al., 

2014]. Dieses Immobilisat wird in der Produktion von grünem Tee verwendet. 

Eine spezielle Art von Immobilisierung sind so genannte Membranreaktoren. Dabei dient 

eine Membran als Träger für Enzyme und separiert zeitgleich das Produkt von den Aus-

gangsstoffen [Fontananova und Drioli, 2014]. Die enzymatische Trennung von D- und L-

Aminosäuren erfolgt beispielsweise auf diesem Weg [Kragl et al., 2005]. 

Die Verknüpfung vieler Enzymmoleküle untereinander kann ebenfalls zur Immobilisierung 

genutzt werden. Dabei unterscheidet man in CLEAs (cross-linked enzyme aggregates – ver-

knüpfte Enzymaggregate) und CLECs (cross-linked enzyme crystals – verknüpfte Enzmy-

kristalle) [Cao et al., 2003].  

CLECs entstehen durch die Quervernetzung reiner Proteinkristalle und setzen eine sehr 

saubere Enzymlösung voraus. Dadurch entstehen sehr robuste Katalysatoren [Margolin, 

1996]. Ein Beispiel ist die Bildung von CLECs der Lacase aus Trametes pubescens [Patel et 

al., 2009]. Diese wurde zur enzymatischen Oxidation von Cellulose eingesetzt. 

Durch gezielte Fällung und anschließende Quervernetzung von Enzymen können CLEAs 

erzeugt werden [Cao et al., 2000]. Neben der Immobilisierung selbst bietet diese Methode 

die Möglichkeit verschiedene Stoffe einzubringen bzw. zu co-immobilisieren, das zur Stabili-

tät in organischen Lösungen führen kann [Mateo et al., 2006]. Beide Anwendungen haben 

den Vorteil, dass kein separater Träger notwendig ist. Zudem können durch die einge-

schränkte strukturelle Mobilität der Enzyme Stabilisierungseffekte erreicht werden [Cao et al., 

2003]. 

Die bisher beschriebenen klassischen Strategien beruhen in den meisten Fällen auf der un-

gerichteten Kopplung des Enzyms an den Träger. Das heißt, die räumliche Anordnung des 

Enzyms an die Matrix wird nur passiv durch die Auswahl des Trägermaterials und den Be-

dingungen beeinflusst.  

Nach Analyse eines Zitierungsreports der Datenbank Web of ScienceTM finden sich ab 1975 

erste Publikationen zum Thema gerichtete Immobilisierung. Ab 1990 finden sich bereits min-
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desten 60 Publikationen pro Jahr zu diesem Thema. Im Jahr 2014 waren es über 500 Litera-

turstellen. Bei der gerichteten Immobilisierung, kann durch Einführen von tags oder spezifi-

schen chemischen Modifikation am Protein der Kopplungspunkt festgelegt und so die Aus-

richtung des Biokatalysators gesteuert werden [Camarero, 2008]. In Abb. 1-2 sind die gerich-

tete und ungerichtete Immobilisierung schematisch gegenüber gestellt.  

ungerichtete Immobilisierung 

gerichtete Immobilisierung 

Abb. 1-2 Schema zur Unterscheidung zwischen gerichteter und ungerichteter 
Immobilisierung.  

Bei der ungerichteten Immobilisierung kann ein Aktivitätsverlust oder eine Inaktivierung des 

Enzyms durch eine falsche Orientierung auf der Oberfläche des Trägers nicht ausgeschlos-

sen werden. Dieses Problem wird mit dem Konzept der gezielten Orientierung des Enzyms 

umgangen. Zusätzlich kann, in manchen Fällen, durch die Festlegung des Kopplungspunk-

tes eine Stabilisierung des Biokatalysators erreicht werden [Mansfeld et al., 1999]. Um die 

Orientierung zu erreichen, stehen viele Strategien zur Verfügung. Die Arbeitsgruppe um J. 

Camarero beschäftigt sich mit der Kopplung von Proteinen mit einer C-terminalen α-

Thioester-Gruppe. Der peptidbasierende Träger besitzt eine N-terminale Cysteingruppe. Es 

bildet sich zunächst ein Intermediat, das spontan eine Peptidbindung ausbildet und somit die 

kovalente Kopplung realisiert [Camarero, 2008].  

Ein weiterer Ansatz, zur gerichteten Kopplung, ist eine modifizierte Staudinger Ligationsreak-

tion. Dabei reagiert ein Protein mit Azid-Funktion mit einem Phosphan auf der Trägeroberflä-

che. Es entsteht eine Amid-Bindung [Kohn und Breinbauer, 2004]. Proteine können auch 

über Azid- und Alkyl-Funktionen mithilfe der so genannten „Click“-Chemie an Träger ge-

knüpft werden. Hierbei handelt es sich um eine Kupfer-katalysierte Cycloaddition-Reaktion 

[Lin et al., 2006]. Alle drei Methoden setzen verschiedene chemische Modifikation des Pro-

teins voraus; beziehungsweise wird die Azid-Funktion, im Fall der Staudingerreaktion, durch 

eine nicht-natürliche Aminosäure in das Protein eingebracht.  

Enzym 
aktives 
Zentrum 

Spezifischer 
Kopplungspunkt 
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Durch die Entwicklung der Gentechnik in den vergangenen 20 Jahren ergeben sich zusätzli-

che Möglichkeiten, gezielte Veränderungen eines Proteins vorzunehmen, um diese zur Im-

mobilisierung zu nutzen. Neben der klassischen Klonierung, um diverse tags einzuführen, ist 

es heute durch moderne PCR-Techniken möglich, an jedem Punkt des Proteins tags oder 

Aminosäuren mit reaktiven Seitenketten (z.B. Cystein) einzuführen. Beispielsweise kann die 

Bindung an Cellulose-Träger durch Einführen der Cellulosebindedomäne in ein Protein reali-

siert werden [Santiago-Hernández et al., 2006]. Die Reinigung von Proteinen erfolgt häufig 

über einen Histidin-tag (im folgenden His-tag abgekürzt). Histidin-Reste am C- oder N-

terminalen Ende der Proteinkette binden unter Ausbildung eines, z.B., Nickel-Chelat-

Komplexes an einem Trägermaterial. Diese reversible Kopplung stellt eine Art Immobilisie-

rung dar [Santiago-Hernández et al., 2006]. Ebenfalls reversibel ist die Kopplung des En-

zyms über einen oder mehrere Cystein-Reste an einen Träger. Dafür können native Cysteine 

genutzt werden. Diese müssen zugänglich sein und nicht im aktiven Zentrum liegen. Durch 

eine gezielte Mutation besteht die Möglichkeit Cysteinreste in das Protein einzufügen und 

darüber die Immobilisierung zu realisieren [Mansfeld et al., 1999].  

Sowohl gerichtete als auch ungerichtete Immobilisierung können zu stabilen Biokatalysato-

ren auf diversen Trägern führen. Ihr Anwendungspotenzial soll im nächsten Abschnitt erläu-

tert werden. 

1.1.2 Anwendung immobilisierter Enzyme 
Die Anwendungsmöglichkeiten immobilisierter Enzyme sind sehr vielfältig. Zunächst sollen 

jedoch die Vor- und Nachteile in  

Tabelle 1-1 gegenübergestellt werden.  

Tabelle 1-1: Vor- und Nachteile immobilisierter Enzymen für industrielle Anwendungen 

(adaptiert von [DiCosimo et al., 2013]) 

Vorteile Nachteile 

• kontinuierliche und batch-weise Verfahren

möglich

• Aktivitätsverlust durch

Immobilisierung

• wiederverwendbar • ungünstige Veränderung der kineti-

schen Eigenschaften

• erhöhte Stabilität (im Vergleich zum löslichen

Enzym) bezüglich Temperatur und pH-Wert

• hohe Kosten für Träger und

Immobilisierungsreagenzien

• Trennung des Enzyms vom Produkt • Diffusionslimitierung

• Co-Immobilisierung mit anderen Enzymen

möglich

• Fouling möglich
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Ein Beispiel für eine erfolgreiche Anwendung ist die Immobilisierung von Glukoseisomerase. 

Das Enzym katalysiert die Isomerisierung von D-Xylose zu D-Xylulose. Aufgrund des großen 

Substratspektrums wird zudem die Umwandlung von Glukose in Fructose katalysiert. Die 

Produktion von Glukose-Fruktose-Sirup, einem typischen Süßungsmittel für Lebensmittel, ist 

von hoher ökonomischer Bedeutung. Für die Produktion dieses Nahrungsmittelzusatzes wird 

immobilisierte Glukoseisomerase genutzt. Dabei kommen verschiedene Verfahren zum Ein-

satz, unter anderem der Einschluss ganzer Zellen, aber auch Membranreaktoren [DiCosimo 

et al., 2013]. Weitere Beispiele für industrielle Anwendungen sind in Tabelle 1-2 aufgeführt.  

Tabelle 1-2: Industrielle Anwendungen von Immobilisierten Enzymen (adaptiert von 

[DiCosimo et al., 2013]) 

Immobilisiertes Enzym Anwendung 

Pectin Lyase Pectin Hydrolyse (Trübstoffe in Fruchtsäften) 

Naringinase Abbau von Bitterstoffen in Säften 

β-Glucosidase, α-Arabinosidase, 

α-Rhamnosidase 

Verbesserung von Weinaroma 

Verschiedene Lipasen Enzymatische Interesterfikation zur Herstellung 

von Ölen und Fetten mit gewünschten Eigen-

schaften und Reduktion von Transfetten 

Verschiedene Lipasen Produktion von Biodiesel 

Die Anwendung von immobilisierten Enzymen zur Vermeidung von Biofilmen auf Oberflä-

chen ist neuartig und industriell wenig umgesetzt. Dies soll Thema des nächsten Abschnitts 

sein. 

1.1.3 Aufbau und Eigenschaften von Biofilmen 
Biofilme sind Lebensgemeinschaften verschiedener Mikroorganismen, die sich in einer Po-

lymermatrix auf Oberflächen ansiedeln [Beule, 2007]. Diese extrazelluläre Matrix besteht aus 

verschiedenen Biomakromolekülen wie Polysacchariden, Nukleinsäuren und Proteinen. Der 

Anteil an Polymeren kann im Biofilm bis zu 90 % ausmachen [Flemming und Wingender, 

2010]. Die Zusammensetzung der Matrix ist von den beteiligten Mikroorganismen abhängig 

[Sutherland, 2001]. Biofilme sind ubiquitär verbreitet, im Besonderen an Kontaktflächen mit 

Wasser [Costerton et al., 1999]. Zur Ausbildung dient ein sogenannter Conditioning Film als 

Grundlage. Makromoleküle, wie z.B. Proteine, Polysaccharide oder niedermoldekulare Sub-

stanzen wie Salze adsorbieren an der Oberfläche und ermöglichen damit das Anheften der 
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Mikroorganismen [Marshall, 1994]. Der Lebenszyklus eines solchen Biofilms ist in Abb. 1-3 

gezeigt.  

Abb. 1-3 Biofilmentwicklung. 1 Initialphase (Conditioning Film + erstes Anheften); 

2 irreversible Anheftung; 3 und 4 Lebensphase (Vermehrung + Ausbildung der Matrix); 5 

Ablösen von Mikroorganismen. Abbildung nach [Monroe, 2007].  

Die Bedeutung von Biofilmen muss differenziert betrachtet werden. Sie zeigen positive Ei-

genschaften z.B. in Form der Normalflora im Gastrointestinaltrakt [Habash und Reid, 1999]. 

In biotechnologischen Prozessen wie z.B. Abwasserreinigung wird „aktiver“ Schleim einge-

setzt und die sessile Form der Bakterien wird hier genutzt, um Schadstoffe aus dem Wasser 

abzubauen oder herauszuziehen [Huang et al., 2008].  

Ein Beispiel für die nachteilige Auswirkung von Biofilmen ist der Bewuchs von Transplanta-

ten, der sehr oft zu Komplikationen bei den betroffenen Patienten führt [Habash und Reid, 

1999]. Die Kosten für die Bekämpfung von biofilmassoziierten Krankheiten belaufen sich auf 

mehrere Milliarden Dollar im Jahr [Post et al., 2004]. Neben der medizinischen Relevanz 

finden sich weitere Beispiele., wie die Beschädigung von Schiffsrümpfen oder Papiermühlen 

[Kristensen et al., 2008]. Aufgrund dieser negativen Folgen sind verschiedenste Strategien 

zur Vermeidung von Biofilmen entwickelt worden. Diese können in chemische, physikalische 

und biologische Methoden unterschieden werden.  

Ein Beispiel für die chemische Biofilmbekämpfung ist die Verbindung Tributylzinn. Diese 

wurde lange Zeit als Zusatz in Farben für Schiffsanstriche genutzt. Die Löslichkeit in Meer-

wasser und die toxischen Schäden, welche sie hervorruft, führten allerdings dazu, dass zu-

nehmend andere Substanzen genutzt bzw. gesucht werden, um Antifouling Effekte zu er-

zeugen [Abarzua und Jakubowski, 1995]. Ein weiteres Beispiel für eine chemische Bekämp-

fung von Biofilmen ist die Behandlung mit Hypochlorid oder Ozon [Cao et al., 2011; Simoes 

et al., 2010].  

Als physikalische Methoden sind Vibration, elektronische Impulse oder auch Strahlung be-

kannt [Cao et al., 2011]. Auch Veränderungen an der Oberflächenstruktur können zur Ver-

ringerung von Biofilmen führen [Banerjee et al., 2010].  
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Ein relativ neuer Ansatz ist die Verwendung von Enzymen zur Vermeidung von Fouling. En-

zyme sind in der Lage die Makromoleküle, die zum Anheften der Bakterien notwendig sind, 

abzubauen. Daneben kann die Matrix eines bestehenden Biofilms durch die Hydrolyse ihrer 

Bestandteile durch Enzyme zerstört werden [Kristensen et al., 2008]. Ein Beispiel ist die Al-

calase, ein kommerziell genutztes Enzym. Dieses kann die Anheftung der Sporen der Grün-

alge U. Linza, der Diatomee N. perminuta und der Larve von B. amphitrite limitieren [Pettitt et 

al., 2004]. Diese Protease spaltet spezifisch Peptidbindungen und zeigt ein breites Sub-

stratspektrum. Ein Biofilm, gebildet von P. fluorescens, kann besser mit Proteasen als mit 

Amylasen reduziert werden [Molobela, 2010]. DNAse I zeigte sich effektiv in der Reduktion 

eines Biofilmes, gebildet durch P. aeruginosa[Whitchurch et al., 2002]. Eine andere Nuclea-

se, sekretiert von B. licheniformis, war in der Lage mit einem Fünftel an Enzymkonzentration 

von DNAse I effektiv Biofilm abzubauen [Nijland et al., 2010]. Kohlenhydratspaltende Enzy-

me wie Dispersin B [Kaplan et al., 2004], Dextranase [Walker et al., 2007] und Celluase 

[Loiselle und Anderson, 2003] sind Antifouling-wirksam. An den genannten Beispielen wird 

deutlich, dass ein effektiver Abbau jeglicher Art von Biofilm, am besten mit einem Mix aus 

verschiedenen Enzymen zu realisieren ist. Die vorangegangenen Beispiele bezogen sich auf 

Enzyme in Lösungen. Zudem wurden unlängst Enzyme auf Oberflächen immobilisiert, um 

Fouling zu vermeiden. Lysozym, Lysostaphin und Dispersin wurden auf diese Art und Weise 

mit Erfolg eingesetzt [Cordeiro und Werner, 2011].  

1.1.4 Reverse Osmose Membranen 
Im vorangegangenen Abschnitt wurde auf die Bedeutung von Biofilmen in industriellen Pro-

zessen hingewiesen. Bei der Entsalzung von Wasser mittels Reverse Osmose Membranen 

(RO-Membranen) bildet sich mit der Zeit auf der Membranoberfläche ein Biofilm. Obwohl das 

zugeführte Wasser (Feed-Wasser) vorbehandelt wird, lässt sich dieser Fouling-Effekt, wel-

cher die Filtrationsleistung der Membran deutlich herabsetzt [Bereschenko et al., 2011], nicht 

verhindern. Das Prinzip der Reversen Osmose beruht auf dem Rückhalt von Salzen durch 

eine Polyamidschicht, während das Wasser unter Druck über die Membran geleitet wird 

[Li und Wang, 2010]. RO-Membranen bestehen aus drei Schichten. In Abb. 1-4 ist der Auf-

bau einer RO-Membran dargestellt. Die Polyamidschicht wird durch eine Grenzphasenpoly-

merisation generiert. Dabei reagieren Phenylendiamin und Trimesoylchlorid zu einem ver-

netzten Polymer. Je nach Vernetzungsgrad kann ein Salzrückhalt bis zu 97 % und höher 

erreicht werden [Zhao et al., 2012]. Da eine vollständige Auspolymerisierung nicht erreichbar 

ist, generieren sich auf der Oberfläche der Polyamidschicht (im folgenden PA-Schicht abge-

kürzt) Carboxyl- und Aminogruppen, welche sich auch teilweise nachweisen lassen [Coronell 

et al., 2008]. 
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Typischerweise wird die RO-Membran um ein Rohr gewickelt und ein Netz als Abstandhalter 

(Spacer) eingelegt. Das finale Element besteht aus einem weiteren Rohr, welches das vor-

her beschriebene einfasst. In Abb. 1-5 ist ein solches Element abgebildet.  

Abb. 1-4 Schematische Darstellung einer RO-Membran. PA steht für Polyamid und PS für 

Polysulfon. Die Darstellung wurde aus [Dow, 1998] entnommen.  

Abb. 1-5 Schematische Darstellung von einem RO-Element. Abbildung nach [Interior, 

2015]. 
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Die Verwendung der RO-Technik ist weit verbreitet. Sie wird zum Beispiel in der Schifffahrt 

zur Bereitstellung von Trinkwasser genutzt und auch in Wasseraufbereitungsanlagen. In den 

Vereinigten Arabischen Emiraten werden ca. 98 % des Trinkwassers durch Entsalzen von 

Meerwasser gewonnen [Mohamed et al., 2005].  

Die Lebensdauer einer Brackwasser RO-Membran wird mit drei bis fünf Jahren angegeben. 

Biofouling kann die Lebenszeit allerdings auf unter zwei Jahre verkürzen [Madaeni et al., 

2011]. Momentan gibt es dafür keine zufriedenstellende Lösung [Bereschenko et al., 2008]. 

Die Idee für die vorliegende Arbeit beruht auf dieser bis jetzt unvermeidbaren Lebenszeitver-

kürzung von RO-Membranen durch Biofilme. Zunächst wird ein Modellenzym auf die Ober-

fläche einer RO-Membran immobilisiert, um ein Antifouling-Effekt zu erhalten. Die Alginat 

Lyase als Alginat-abbauendes Enzym ist dafür ein passender Kandidat. Im nächsten Ab-

schnitt soll näher darauf eingegangen werden. 
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1.1.5 Modellenzym - Alginat Lyase 

Alginat ist ein Biopolymer aus Biofilmen, welches gut charakterisiert ist. Es wurde bereits als 

Modell-Polysaccharid für Fouling-Experimente im RO-Bereich eingesetzt [Li et al., 2007]. 

Alginat ist ein binäres lineares Heteropolymer, bestehend aus Mannuronsäure und Guluron-

säure, welche 14 o-glykosidisch verknüpft sind. Es gibt drei verschiedene Formen des Al-

ginats: Abschnitte, die nur aus Guluronsäure, Abschnitte, die nur aus Mannuronsäure beste-

hen, sowie Abschnitte, die beide Monomere enthalten (sogenannte Mischblöcke) [Smidsrød, 

1974]. Die chemische Struktur aller drei Formen ist in Abb. 1-6 abgebildet. 

Guluronsäure-

Block 

Mannuronsäure-

Block 

Misch-Block 

Abb. 1-6 Mögliche Strukturformeln von Alginat in Sesselkonformation. 

Alginat kann in Abhängigkeit vom Anteil an Guluronsäure und der Verfügbarkeit von 

zweiwertigen Ionen, wie Calcium, eine Gelmatrix ausbilden. Dabei bildet sich die sogenannte 

Egg-Box-Struktur aus [Smidsrød, 1974]. Die Depolymerisierung dieses Biomakromoleküls 

erfolgt nicht durch eine Hydrolysereaktion. Der Abbau wird hingegen durch eine Lyase 

katalysiert, wobei es zur nicht-hydrolytischen Spaltung unter Ausbildung einer 

Doppelbindung kommt [Wong et al., 2000]. Diese Reaktion ist in Abb. 1-7 dargestellt.  
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Abb. 1-7 Reaktionsschema der nicht-hydrolytische Spaltung von Alginat durch eine 

Alginat Lyase katalysiert. E kennzeichet das Enzym, welches hier Alginat Lyase ist. 

Der Reaktionsmechanismus folgt einer β-Eliminierungsreaktion in drei Schritten. Zunächst 

wird das Carboxylat (C6) des Substrats durch Ausbilden einer Salzbrücke und einer Säure-

funktion des Enzyms aktiviert. Im zweiten Schritt wird das Proton durch eine Basenfunktion 

von C5 des Zuckers abstrahiert. Im letzten Schritt wird durch eine konzertierte Säure-Basen-

Reaktion die glykosidische Bindung protoniert und damit die Doppelbindung zwischen C4 

und C5 geschlossen [Gacesa, 1992]. Alginat Lyasen sind ubiquitär vertreten. Man findet sie 

beispielsweise in Bakterien aber auch in marinen Algen oder Schnecken [Wong et al., 2000]. 

In der Online-Datenbank CAZy [Lombard et al., 2014] werden insgesamt 23 Klassen von 

Polysaccharid Lyasen aufgeführt. Die Unterscheidung erfolgt nach Reaktionsmechanismen 

und strukturellen Eigenschaften der Enzyme. Die Substratspezifität ist ein weiteres Kriterium.  

Die Alginat Lyase A1-II‘ aus Sphingomonas sp. A1 gehört zur Klasse 7 und zeichnet sich 

durch ihre geringe Substratspezifität aus, da sie in der Lage ist die drei Typen des Alginats 

zu spalten (Abb. 1-6) [Ogura et al., 2008]. Die genannte Alginat Lyase ist gut charakterisiert 

und ihre 3D-Struktur ist ebenfalls bekannt [Ogura et al., 2008]. Diese Kriterien der Alginat 

Lyase führten zu ihrer Auswahl als Modellenzym für diese Dissertation. Während die ALG-5 

aus Streptomyces sp. erfolgreich über einen His-tag an magnetische Nanopartikel immobili-

siert werden konnte [Shin et al., 2010], ist die Immobilisierung der A1-II‘ aus Sphingomonas 

sp. A1 bisher noch nicht beschrieben. 

Alginat Alginat Oligosaccharid 4-Deoxy-L-erythro-hex-
4-en Pyranosyluronat

E
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1.2 Motivation 
Biofilme führen zu großen Problemen in der Wasseraufbereitung mit RO-Membranen. Durch 

die Ansiedelung von Mikroorganismen werden der Fluss und die Filtrationsleistung der Filter 

gestört. Mit dem Einsatz von Enzymen können Biofilme abgebaut, beziehungsweise deren 

Bildung reduziert werden. Mit Hilfe der Immobilisierung kann die Langzeitstabilität von Bioka-

talysatoren erhöht werden. Übliche nicht gerichtete Immobilisierungsverfahren führen oft zu 

hohen Aktivitätsverlusten. Aus diesem Grund wird untersucht, ob mit rationalen (gerichteten) 

Immobilisierungsmethoden eine Kopplung des Modelenzyms Alginat Lyase möglich ist. 

1.3 Zielsetzung 
Ziel der vorliegenden Arbeit war die rekombinante Produktion, Reinigung und Modifikation 

der Alginat Lyase A1-II‘ aus Sphingomonas sp. A1. Diese sollte als Modellenzym an RO-

Membranen immobilisiert werden, um Biomakromoleküle effektiv abzubauen und damit die 

Grundlage für die Anheftung von Bakterien zu vermeiden. Das Enzym sollte mit rationalem 

Design so modifiziert werden, dass eine zielgerichtete reversible Immobilisierung möglich ist. 

Dabei wurden zwei Strategien verfolgt. Zum einen sollte der His-tag, welcher der Sequenz 

des Proteins angehängt wurde, zur Kopplung genutzt werden. Zum anderen sollten mit ge-

richteter Mutagenese Cystein-Reste in das Protein eingebracht werden und diese als Kopp-

lungspunkte genutzt werden. Zunächst sollte an diversen Trägern die generelle Machbarkeit 

geprüft werden. Nach erfolgter Immobilisierung sollte die Aktivität des Enzyms auf dem Trä-

ger untersucht werden. Anschließend sollte die Immobilisierung auf die RO-Membranen 

übertragen werden. Ein wichtiger Aspekt war die Untersuchung des Einflusses der Immobili-

sierungsmethode.  
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2 Material und Methoden 

2.1 Chemikalien 
Alle verwendeten Chemikalien sind in Tabelle 2-1 zusammengestellt. 

Tabelle 2-1: Übersicht der verwendeten Chemikalien 

Bezeichnung Lieferant Best. Nr. Reinheit [%] 

Aceton Carl Roth GmbH & Co 7328.2 99,9 

Acryl/Bisacrylamid 

(30 %-ige Lösung) 

Applichem A4983,1000 k.a. 

Agar Carl Roth GmbH & Co 5210.2 k.a. 

Ammoniumchlorid 

(NH4Cl) 

Carl Roth GmbH & Co K298.2 99,5 

Ammoniumper-

oxidsulfat 

Carl Roth GmbH & Co 9592.3 98,0 

Ampicillin Applichem A0839,0100 k.a. 

Brilliant Blau G-250 Carl Roth GmbH & Co 3862.1 k.a. 

Bromphenolblau  Carl Roth GmbH & Co A512.1 k.a. 

Calciumchlorid Carl Roth GmbH & Co A119.1 94,0 

Dikaliumhydrogen-

phosphat (K2HPO4) 

Carl Roth GmbH & Co P749.3 99,0 

DTT Carl Roth GmbH & Co 6908.3 99,0 

EDTA Carl Roth GmbH & Co 8043.2 99,0 

Essigsäure  

(100 %-Lösung) 

Carl Roth GmbH & Co 3738.2 k.a. 

Ethanol Carl Roth GmbH & Co K928.2 k.a. 

Ethidiumbromid 

 (1 %-Lösung) 

Carl Roth GmbH & Co 2218.1 k.a. 

Glutardialdehyd 

(50 %-Lösung) 

Carl Roth GmbH & Co 4995.1 k.a. 

Glycerin Carl Roth GmbH & Co 3783.4 99,5 

Glycin Carl Roth GmbH & Co T873.2 98,5 

Hefeextrakt I Carl Roth GmbH & Co 2363.2 k.a. 

Hefeextrakt II OHLY KAV k.a. 
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Imidazol Carl Roth GmbH & Co X998.4 99,0 

Isopropanol Carl Roth GmbH & Co 6752.6 99,8 

Lysine-NTA Sigma 14580 97,0 

Magnesiumchlorid 

(MgCl2) 

Carl Roth GmbH & Co KK36.2 98,5 

Magnesiumsulfat 

(MgSO4 x 7 H2O) 

Carl Roth GmbH & Co P027.2 99,0 

Maltodextrin Fluka 31410 k.a. 

Mannuronsäure Oli-

gosaccharid 

Elicityl ALG500 k.a. 

Methylviolett Carl Roth GmbH & Co T123.1 k.a. 

Natrium Alginat Fluka 71238 k.a. 

Natrium Cyano-

bohrhydrid 

Sigma-Aldrich 156159 95,0 

Natriumazid (NaN3) Carl Roth GmbH & Co K305.1 99,0 

Natriumchlorid Carl Roth GmbH & Co 3957.1 

Natriumhydroxid Carl Roth GmbH & Co 6771.1 99,0 

Natrium-Tetraborat Sigma-Aldrich S9640 99,5 

Nickelsulfat Carl Roth GmbH & Co T111.1 99,0 

O-Phthaldialdehyde 

(OPA) 

Sigma-Aldrich 79760 99,0 

Pepton Carl Roth GmbH & Co 8952.4 k.a. 

Phosphorsäure 

(85 %-Lösung) 

Carl Roth GmbH & Co 2608.2 k.a. 

Salzsäure  

(37 %-Lösung) 

Carl Roth GmbH & Co 4625.2 k.a. 

SDS-20 %-Lösung Carl Roth GmbH & Co 1057.1 k.a. 

Sulfo-LC-SPDP Thermo Scientific 21650 k.a. 

TEMED Carl Roth GmbH & Co 2367.3 99,0 

Toluidinblau O (TBO) Sigma-Aldrich T3260 80,0 

Tris(hydroxymethyl)-

aminomethane 

Carl Roth GmbH & Co 4855.3 99,9 

β-Mercaptoethanol Carl Roth GmbH & Co 4227.3 99,0 
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2.2 Geräte 
Alle verwendeten Geräte sind in Tabelle 2-2 beschrieben. 

Tabelle 2-2 Übersicht der verwendeten Geräte. 

Bezeichnung Typ Hersteller 
(Name, Ort, Land) 

Chromatographieanlage Äkta Explorer Amersham Biosciences (Uppsala, 

Schweden) 

Hochdruckhomogenisator Emulsiflex C5 Avestin Inc. (Ottawa,Kanada) 

Magnetrührer HI 190 M Hanna Instruments (Singapur) 

pH-Meter inoLab pH Level 2 

inoLab pH 730 

Wissenschaftlich-Technische Werkstät-

ten (Weilheim) 

Photometer Genesys 6 ThermoSpectronic (Rochester, New 

York, USA) 

Rollermixer SRT 1 StuartScientific, UK 

Schüttelinkubator Innova 4230 InforsNew Brunswick Scientific (Edison, 

NJ, USA) 

Multitron II Infors HT AG (Bottingen, Schweiz) 

SDS-PAGE Anlage Hoefer Mighty Small Amersham Biosciences (Uppsala, 

Schweden) 

Spektralphotometer Ultrospec 3300pro Amersham Biosciences (Uppsala, 

Schweden) 

Sterilbank Biological Safety 

Cabinet 

Nuaire (Plymouth, MN, USA) 

Thermoblock mit 

Aufsätzen für MTPs, 

1,5 mL und 2,0 mL 

Reaktionsgefäße 

Thermostat plus Eppendorf AG (Hamburg) 

Thermocycler (PCR) TProfessional Basic 

Gradient 

Biometra GmbH (Göttingen) 

Thermomixer Thermomixer comfort Eppendorf AG (Hamburg) 

Ultra-Turrax Miccra R-T D-1 ART moderne Labortechnik (Mühlheim) 

UV-Detektor-Kamera Syngene Gene 

Genius Bio Imaging 

System 

VWR International GmbH (Darmstadt) 



2   Material und Methoden    29 

Vortexer labDancer S40 VWR International GmbH (Darmstadt) 

Waage Satorius BP221S 

Satorius BL310 

Satorius CP3202 P 

Sartorius AG (Göttingen) 

Wipptisch Rocky 1000 Fröbel Labortechnik (Lindau) 

Zentrifuge AvantiTM J-30I Beckmann Coulter GmbH (Krefeld) 

Zentrifuge 5810 R 

Zentrifuge 5415 R 

Eppendorf AG (Hamburg) 

Zentrifugenrotor JA-10 

JA-30.50 

Beckmann Coulter GmbH (Krefeld) 

2.3 Puffer  
Alle verwendeten Puffer sind in Tabelle 2-3 beschrieben. 

Tabelle 2-3: Übersicht der verwendeten Puffer 

Bezeichnung 
Molarität 
[mol/L] 

pH* 
Bemerkungen 

zur Herstellung 

Aufschlusspuffer 0,05 Tris 

0,05 NaCl 

7,5 

IMAC-Bindepuffer 

(Tris) 

0,05 Tris 

0,05 NaCl 

7,5 

IMAC-Bindepuffer 

(Phosphat) 

0,05 Phosphorsäure 

0,05 NaCl  

7,5 

IMAC-Elutionspuffer 

(Tris) 

0,05 Tris 

0,5 NaCl 

0,5 Imidazol 

7,5 

IMAC-Elutionspuffer 

(Phosphat) 

0,05 Phosphorsäure 

0,5 NaCl  

0,5 Imidazol  

7,5 

Bindepuffer I 0,05 Tris 

0,05 NaCl 

7,5 

Elutionspuffer I 0,05 Tris 

0,05 NaCl 

0,5 Imidazol 
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Elutionspuffer II 0,05 Tris 

0,05 NaCl 

0,05 DTT 

Hochsalzpuffer 0,05 Tris 

1,0 NaCl 

7,5 

Substratpuffer 0,02 Tris 7,5 

Lysepuffer 0,05 Tris 8,0 

0,0002 MgCl2 MgCl2 (MgCl2 x 6 

H2O) 

Lysozym (1 mg/mL) 

Benzonase Stock: 25 U/µL 

In Puffer 10 U/mL 

einstellen 

Kopplungspuffer I 0,05 Phosphorsäure 

0,05 NaCl 

6,0 

Kopplungspuffer II 0,050 Phosphorsäure 

0,150 NaCl 

0,010 EDTA 

7,2 

Waschpuffer 0,05 Phosphorsäure 

0,05 NaCl 

7,5 

TAE 0,40 Tris 

0,01 EDTA 

0,20 Essigsäure 

8,5 

* Soweit nicht anders bemerkt, wurde der pH-Wert immer nach dem vollständigen Lösen

aller Feststoffe im Lösungsmittel mit 0,1 - 8 M NaOH oder 0,1 - 4 M HCl eingestellt. Die Ab-

weichung betrug maximal +/- 0,1 pH Einheiten. 
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2.4 Inkubationskammern 

2.4.1 Inkubationskammer für die Modifikation der RO-Membran 
Für die Inkubation der RO-Membran mit wässrigen Lösungen wurde eine Inkubationskam-

mer (Edelstahl) gefertigt. Diese erlaubte die spezifische Behandlung einer Seite der einge-

legten Membran. Die RO-Membranen sind nicht homogen; sie bestehen aus mehreren 

Schichten (vgl. 1.1.4). Die Polyamidschicht, welche dem Feed-Wasser zugekehrt ist, soll als 

Immobilisierungsoberfläche dienen. In Abb. 2-1A ist die Inkubationskammer dargestellt. 

Durch das Auflegen der Dichtung (O-Ring) und das Befestigen des Oberteils wurde gesi-

chert, dass nur eine Membranfläche mit den Lösungen in Kontakt kam. Abb.2-1 B veran-

schaulicht eine RO-Membran, die für 30 min mit Methylviolett inkubiert wurde. Während die 

Vorderseite (Polyamidschicht) deutlich gefärbt wurde, trat die Rückseite nicht in Kontakt mit 

der Färbelösung. 

A B 

Abb. 2-1 A. Membran-Inkubationskammer. B. Gefärbte RO-Membran. Es wurden 

kreisrunde Stücke (Ø 5 cm) ausgestanzt, in die Inkubationskammer (A) eingespannt und 30 

Minuten mit Methylviolett angefärbt. Anschließend wurde die Färbelösung abgenommen und 

die Membran mehrfach mit Wasser gespült. Nach Trocknung (24 h bei Raumtemperatur) 

wurde die Membran aus der Halterung entnommen.  

2.4.2 Inkubationskammern für Glasobjektträger 
Neben der Inkubationskammer für die RO-Membranen wurden auch Kammern für die Inku-

bation von Objektträgern entwickelt (Abb. 2-2 ). Sie sollten das Behandeln der Träger mit 

minimalem Volumen (3-5 mL) ermöglichen. 
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Abb. 2-2 Inkubationskammer für Glasobjektträger mit drei Reaktionskammern. Der 

Boden wurde passgenau für klassische Objektträger (76 mm x 26 mm) ausgefräst.  

2.5 Träger für die Immobilisierung 

Sämtliche verwendete Materialien für die Untersuchung zur Immobilisierung sind in Tabelle 

2-4 zusammengestellt. 

Tabelle 2-4 Trägermaterialien für Immobilisierung 

Bezeichnung Typ Hersteller 

Chelating Sepharose 

Fast Flow  

Poröse Beads 

(Sepharose 6 B, quervernetzt) 

Amersham Biosciences 

Activated Thiol 

SepharoseTM 4B 

Poröse Beads (Sepharose 4 B) GE Healthcare 

Maleinimid funktionalisierte 

Glasobjektträger 

Glasoberfläche mit PEG-Schicht, 

Maleinimid funktionalisiert 

MicroSurface Inc. 

Kupfer funktionalisierte 

Glasobjektträger 

Glasoberfläche mit PEG-Schicht, 

Kupfer funktionalisiert 

MicroSurface Inc. 

RO-Membran Polyamid-Membran Lanxess

2.6 Analytik 

2.6.1 Untersuchung der Löslichkeit der Proteine 

Für die Differenzierung in lösliche und unlösliche Proteine wurde nach dem in Abb. 2-3 dar-

gestellten Schema verfahren. Proben aus einer Kultivierung werden als 1/OD Proben be-

zeichnet. Dafür wurde das Volumen der Probe nach Formel 2-1 berechnet. 
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𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛𝑃𝑟𝑜𝑏𝑒  [𝑚𝐿] =
1

𝑂𝐷600

Formel 2-1 OD600 = Optische Dichte der Probe bei 600 nm zum entsprechenden 

Kultivierungszeitpunkt. 

1/OD-Proben 
(zentrifugierte Pellets)Eine 1/OD-Probe

SDS-PAGE
Zugabe von 100 µL 
SDS-Proben-Puffer 

3 min, 99 °C
Lagerung bei -25 °C

(Total Protein)

Resuspension in Lyse-
Puffer (130 µL + 1/OD-
Probe) 60 min, 37 °C

Zentrifugation
( 5 min, 16100 g, 4 °C)

Protein Präzipitation mit  50 µL 
Aceton(-20°C),

Inkubation 30 min auf Eis

26 µL Überstand

Zentrifugation 10 min, 16100 g, 
4 °C

Überstand verwerfen und 20 µL 
SDS-Proben-Puffer zugeben

SDS-PAGE
5 min, 99 °C

Lagerung bei  -25 °C
(lösliche Fraktion )

Reaktions-
gefäße 

und 
Zentrifuge 

auf 4°C 
kühlen 

Pellet

SDS-PAGE
Zugabe von 100 µL
SDS-Proben-Puffer

5 min, 99 °C
Lagerung bei -25 °C
(unlösliche Fraktion)

Abb. 2-3 Schema zur Behandlung von 1/OD-Proben zur Differenzierung zwischen 
löslichen und unlöslichen Proteinen.  

2.6.2 Reinheitsbestimmung von Proteinen mittels SDS-PAGE 
Die Herstellung der eingesetzten Trenn- und Sammelgele erfolgte nach Tabelle 2-4. Die 

erforderlichen Lösungen für die SDS-PAGE wurden wie folgt hergestellt: Der Trenngelpuffer 

bestand aus 18,18 g Tris, 2 mL SDS-Lösung 20 % (w/v), sowie 100 µL 10 %-iger NaN3-
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Lösung (w/v) und wurde mit dH2O auf 80 mL aufgefüllt. Der pH-Wert wurde mit HCl auf 8,8 

eingestellt und die Lösung mit dH2O auf 100 mL aufgefüllt. Der Sammelgelpuffer bestand 

aus 6,06 g Tris, 2 mL SDS-Lösung 20 % (w/v), sowie 100 µL 10 % w/v, NaN3-Lösung und 

wurde mit dH2O auf 70 mL aufgefüllt. Der pH-Wert wurde mit HCl auf 8,8 eingestellt und 

schließlich mit dH2O auf 100 mL aufgefüllt. Die 30 %-ige Acryl/Bisacrylamid-Lösung wurde 

von der Firma Applichem bezogen. Nach dem Lösen in dH2O wurde mit dH2O auf 100 mL 

aufgefüllt. Zur Herstellung der gesättigten APS-Lösung wurde Ammoniumperoxidsulfat in 

dH2O gelöst, so dass noch ungelöstes APS am Boden verblieb. Der Probenpuffer setzte sich 

aus 2,72 g Tris, 15 mL dH2O, 3 mL 3 M HCl, 25 mL SDS-Lösung 20 % (w/v), 50 mg 

Bromphenolblau und 50 g Glycerin zusammen. Nach dem Lösen wurde der pH-Wert mit 3 

Molarer HCl auf 6,8 eingestellt und mit dH2O auf 100 mL aufgefüllt. Vor Verwendung des 

Probenpuffers wurden 10 µL Mercaptoethanol/mL zugesetzt. Der verwendete 

Kathodenpuffer (10-fach konzentriert) enthielt pro Liter 30,28 g Tris, 144 g Glycin, 50 mL 

SDS-Lösung 20 % (w/v) und 1 mL NaN3-Lösung 10 % (w/v). Die zu trennenden Proben 

wurden mit Probenpuffer versetzt und 5 min bei 99 °C inkubiert. Die jeweiligen 

Verdünnungsfaktoren wurden im entsprechenden Abschnitt angegeben. Zum Verdünnungen 

der Ansätze wurden zum Beispiel 50 µL Probe mit 50 µL Probenpuffer versetzt. Dies wurde 

als 1:1 Verdünnung bezeichnet. Es wurden 10 µL Probe bzw. 5 µL Molmassenstandard 

aufgetragen. Die Elektrophorese erfolgte zweistufig. In der ersten Stufe wurden die Gele 6 

min bei 80 mA und 300 V und in der zweiten Stufe 30 min bei 60 mA und 300 V gefahren. 

Bei der Durchführung der Elektrophorese mit nur einem Gel wurde die Stromstärke in beiden 

Stufen halbiert. 

Tabelle 2-4: Zusammensetzung der Trenngele und Sammelgele nach Laemmli (Schichtdicke 

1mm) [Laemmli, 1970] 

2 Trenngele 
12,5 % T 

2 Sammelgele 
4,5 % T 

Gelpuffer 2,5 mL 1,25 mL 

Acrylamid/ Bisacrylamid 4,2 mL 0,75 mL 

destilliertes Wasser 3,3 mL 3,00 mL 

TEMED 10 µL 10 µL 

gesättigtes APS 20 µL  8 µL 

2.6.3 Färbung von SDS-PAGE Gelen mittels Coomassie 
Zur Herstellung der Färbelösung wurde 1 g Brilliant Blau G-250 in 700 mL dH2O unter 

Rühren gelöst und anschließend 200 mL Isopropanol hinzugefügt. Danach wurden 100 mL 

Essigsäure zugesetzt und die Lösung filtriert. Die Entfärbelösung bestand aus 200 mL 
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Isopropanol und 100 mL Essigsäure. Diese wurde mit dH2O auf 1000 mL aufgefüllt. Die 

Geltrocknerlösung enthielt je Liter 200 mL Ethanol und 100 mL Glycerin. Diese Lösung 

wurde mit dH2O aufgefüllt. Die SDS-PAGE Gele wurden über Nacht in Färbelösung auf dem 

Wipptisch geschüttelt. Nach der Färbung wurde das Gel mit dH2O abgespült und mit 

Entfärbelösung bis zum maximalen Kontrast entfärbt. Nach erneutem Spülen mit dH2O 

wurden die Gele für 30 min in Geltrocknerlösung inkubiert. Die Gele wurden luftblasenfrei 

zwischen zwei mit dH2O benetzten Cellophanfolien gelegt und 1 - 2 mL Geltrocknerlösung 

dazwischen pipettiert. Die anschließende Lufttrocknung erfolgte durch Einspannen in einen 

Rahmen für ein bis zwei Tage.  

2.6.4 Bestimmung der Proteinkonzentration nach Bradford 
Für das Farbreagenz wurden 100 mg Coomassie-Brillantblau G-250 in 50 mL 95 %-igem 

Ethanol gelöst, 100 mL 85 %ige Phosphorsäure zugesetzt und mit deionisiertem Wasser auf 

600 mL aufgefüllt. Anschließend wurde die Lösung filtriert, 100 mL Glycerin zugesetzt und 

mit deionisiertem Wasser auf 1 L aufgefüllt. Nach 24 h konnte das Reagenz verwendet 

werden. Für den Test wurden 50 μL Proteinlösung mit 2 mL Farbreagenz versetzt, gut 

gemischt und bei 595 nm die Extinktion gegen einen Blindwert ermittelt. Als Kalibrierprotein 

wurde BSA eingesetzt. Der lineare Bereich für den Test nach BRADFORD liegt zwischen 5 

und 500 μg Protein/mL [Bradford, 1976b]. 
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2.6.5 Bestimmung der Aminogruppendichte mittels 

o-Phthaldialdehyde 

O-Phthaldialdehyde (OPA) ist ein aminogruppensensitives Reagenz, welches zur Detektion 

von Aminogruppen auf der Oberfläche der RO-Membranen genutzt wurde [Janolino und 

Swaisgood, 1992]. In Abb. 2-4 ist der Reaktionsmechanismus dargestellt. 

Abb. 2-4 Reaktion primärer Amine mit einem Überschuss von OPA in Gegenwart von β-

Mercaptoethanol (1), sowie die sich anschließende Reaktion (2) des nicht reagierten OPA 

mit Glycin und β-Mercaptoethanol zu einem Komplex, der bei 340 nm stark absorbiert. Die 

Zeichnung ist von [Janolino und Swaisgood, 1992] adaptiert.  

Für die Bestimmung der Aminogruppendichte wurde ein kreisrundes Membranstück (Durch-

messer 5 cm) in die Inkubationskammer (vgl. Abschnitt 2.4.1) eingespannt. Die Membran 

wurde mit 0,1 M Borat-Puffer pH 9,5 gespült. Danach wurde die Oberfläche mit 3 mL Rea-

genz I für fünf Minuten inkubiert. Anschließend wurden 20 µL des Überstands mit 800 µL 0,1 

M Boratpuffer pH 9,5 und 40 µL Reagenz II versetzt. Das Gemisch wurde gemixt, für zwei 

Minuten inkubiert und die Absorption bei 340 nm gemessen. Neben der Oberfläche wurde 

eine Referenz mitgeführt, welche aus 20µL Reagenz I, 800 µL 0,1 M Boratpuffer pH 9,5 und 

40 µL Reagenz II bestand. Als Blank-Probe diente ein Gemisch aus 20µL Reagenz I, 800 µL 

0,1 M Boratpuffer pH 9,5 und 40 µL VE-Wasser. Zur Berechnung der Menge an Aminogrup-

pen wurde die Differenz der Absorptionswerte zur Referenz genutzt und auf die Oberflä-

chengröße (12,57 cm2) bezogen. In Tabelle 2-5 sind alle für den Assay benötigten Lösungen 

aufgeführt. 

OPA
Oberfläche mit
primären Aminen

β-Mercaptoethanol Komplex zwischen 
den 3 Komponenten

Glycin

2

1

freies OPA β-Mercaptoethanol
Komplex zwischen 

den 3 Komponenten
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Tabelle 2-5 Lösungen für den OPA-Assay 

Lösung Komponente g/L Molarität [M] pH-Wert 

OPA OPA in Ethanol (99,8 %) 33,5 0,25 - 

Glycin Glycin in 0,1 M Borat-Puffer 37,4 0,50 9,5 

β-Mercaptoethanol I β-Mercaptoethanol in 0,1 M 

Borat-Puffer 

0,40 0,005 9,5 

β-Mercaptoethanol II β-Mercaptoethanol in 0,1 M 

Borat-Puffer 

0,05 0,0006 9,5 

Zusammensetzung der Reagenzien: 

Reagenz I:   300 µL OPA-Lösung und 300 µL β-Mercaptoethanol I Lösung wurden aufge-

füllt zu 50 mL mit VE-Wasser 

Reagenz II:  500 µL Glycin-Lösung und 500 µL β-Mercaptoethanol II Lösung wurden aufge-

füllt zu 30 mL mit VE-Wasser 
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2.6.6 Bestimmung der Aminogruppendichte mittels 

Sulfo-LC-SPDP 

Eine weitere Methode, um Aminogruppen auf Oberflächen zu bestimmen wurde von 

Yoza et al [Yoza et al., 2003] beschrieben. Dabei wird das Linkermolekül Sulfo-LC-SPDP 

eingesetzt, welches an der Thiolgruppe eine chromophore Gruppe trägt. Nach Kopplung 

über den NHS-Ester an die Aminogruppen auf der Oberfläche der RO-Membranen und an-

schließendem Waschen lässt sich diese chromophore Gruppe mit DTT von der Oberfläche 

eluieren. Diese weist eine starke Absorption bei 343 nm auf. Mittels Kalibriergerade lässt 

sich die Konzentration der Aminogruppen bestimmen. Die Reaktionsfolge kann Abb. 2-5 ent-

nommen werden. 

Abb. 2-5 Reaktionsfolge zur Bestimmung der Aminogruppendichte mittels Sulfo-LC-

SPDP. Das Agens Sulfo-LC-SPDP reagiert mit den Aminogruppen der zu untersuchenden 

Oberfläche. Nach Abspülen des überschüssigen Reagenz wird die chromophore Gruppe 

(Pyridin-2-thion) durch DTT vom Träger eluiert. Im Eluat ist diese bei 343 nm photometrisch 

detektierbar. Mit Hilfe einer Kalibrigeraden kann so die Konzentration von Aminogruppen auf 

der Oberfläche berechnet werden. 

Der Assay wird nachfolgend detailliert beschrieben. Zunächst wurde ein kreisrundes Stück 

RO-Membran in die Inkubationskammer (vgl. Abschnitt 2.4.1) eingespannt. Die Membran 

wurde mehrfach mit Kopplungspuffer II (siehe Abschnitt 2.3) gewaschen. Anschließend wur-

den 2 mL einer 0,5 mM Sulfo-LC-SPDP Lösung (in Kopplungspuffer II) für mindestens 30 

Minuten auf der Membran inkubiert. Der Überstand wurde abgenommen und die Oberfläche 

mehrfach mit Kopplungspuffer II gewaschen. Abschließend wurde die Elution mit 2 mL einer 

Oberfläche mit 
Aminogruppen

Sulfo-LC-SPDP

Sulfhydryl aktivierte Oberfläche

DTT

Pyridyldithiol aktivierte Oberfläche

Pyridin-2-thion
(absorpiert bei 343 nm)



2   Material und Methoden  39 

50 mM DTT Lösung (in Kopplungspuffer II) durchgeführt. Der Elutionsüberstand wurde pho-

tometrisch bei 343 nm vermessen. Parallel wurden verschiedene Konzentrationen der Sulfo-

LC-SPDP-Lösung durch Verdünnung der Stammlösung hergestellt und mit einer DTT-

Lösung versetzt. Die Absorption wurde bei 343 nm gemessen. Diese Proben dienten der 

Erstellung einer Kalibriergeraden. Unter Verwendung der Kalibriergeraden und unter Einbe-

zug der Oberfläche (12,57 cm2) wurde die Menge an Aminogruppen pro Fläche berechnet. 

2.6.7 Bestimmung der Carboxylgruppendichte mittels 

Toluidinblau O 

Zur Ermittlung der Carboxylgruppen auf der Oberfläche von RO-Membranen wurde eine indi-

rekte Methode mittels Toluidinblau O (TBO) genutzt. Als Grundlage diente die Arbeit von 

Tiraferri und Elimelech [Tiraferri und Elimelech, 2012]. Der Farbstoff bindet an die Säurereste 

und nach intensivem Waschen wird dieser mittels pH-Verschiebung wieder eluiert. Die 

Quantifizierung erfolgt photometrisch bei 630 nm. In Abb. 2-6 Ist die Reaktionsfolge des As-

says abgebildet.  

Abb. 2-6 Reaktionsfolge zur Bestimmung der Carboxylgruppendichte mittels 

Toluidinblau O. Das Agens Toluidinblau O (TBO) bindet über ionische Wechselwirkung die 

Carboxylgruppen der zu untersuchenden Oberfläche. Nach Abspülen des überschüssigen 

TBO wird das gebundene TBO eluiert und kann photometrisch bei 630 nm detektiert werden. 

Carboxlygruppe
(pH 11)

Toluidinblau O (TBO)

Bindung von TBO durch ionische Wechselwirkung

Elution durch pH-Shift
NaCl Lösung (pH 2)

Toluidinblau O (TBO)
adsorbiert bei 630 nm

Carboxlygruppe
(pH 2)
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Mit Hilfe einer Kalibriergeraden kann so die Konzentration der Carboxylgruppen auf der 

Oberfläche berechnet werden.  

Für das Assay wurde ein kreisrundes Stück RO-Membran in die aus Abschnitt 2.4.1 

beschriebene Inkubationskammer eingespannt. Es folgten Waschschritte mit VE-Wasser und 

eine Äquilibrierung mit der TBO-Waschlösung. Die Membran wurde für 10 min mit der TBO-

Lösung inkubiert. Im Anschluss wurde die Membran aus der Kammer entnommen und in ein 

50 mL Reaktionsgefäß übertragen. Es folgten intensive Waschschritte mit der TBO-

Waschlösung. Am Ende wurde mit der TBO-Elutionslösung der Farbstoff eluiert und der 

Überstand photometrisch bei 630 nm untersucht. Zur Berechnung der Konzentration wurde 

eine Kalibriergerade erstellt. Dafür wurde eine TBO-Standardlösung mit bekannter 

Konzentration verdünnt (0,1; 0,3; 0,5; 1; 2; 3; 4; 5 µM) und ebenfalls bei 630 nm vermessen. 

Unter Verwendung der Kalibriergeraden und unter Einbezug der Oberfläche (12,57 cm2) 

wurde die Menge an Carboxylgruppen pro Fläche berechnet. Die Zusammensetzung der 

verwendeten Lösungen ist in Tabelle 2-6 aufgeführt. 

Tabelle 2-6 Lösungen für den TBO-Assay 

Lösung Komponente g/L Molarität [M] pH-Wert 

TBO-Waschlösung NaCl in VE-Wasser 0,88 0,015 11 

TBO-Elutionslösung NaCl in VE-Wasser 11,69 0,2 2 

TBO-Lösung TBO in TBO-Waschlösung 0,3 2 11 

TBO-Standardlösung TBO in TBO-Elutionslösung 0,3 2 2 
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2.7 Bestimmung der Alginat Lyase Aktivität 

2.7.1 Aktivität der löslichen Alginat Lyase 
Das Reaktionsvolumen betrug 1 mL. Die Substratlösung enthielt 2 mg/mL Alginat und 20 mM 

Tris/HCl pH 7,5. Für die Reaktion wurden 980 µL der Substratlösung (bei 25°C im Wasser-

bad vortemperiert) in einer Küvette (Halb-Mikro, Carl Roth) in das Spektralphotometer (Ultro-

spec 3100pro, Amersham Biosciences) eingestellt und die Reaktion mit der Zugabe von 20 

µL Enzymlösung gestartet. Dabei wurde die Absorption bei 235 nm gegen einen Blank (980 

µL Substratlösung + 20 µL Puffer der Enzymlösung) gemessen. Mit der Software Swift II 

(Amersham Biosciences) wurde die Änderung der Absorption über die Zeit wurde aufge-

nommen. Es wurde mit der Software eine lineare Korrelation erstellt und anschließend über 

den Anstieg die Aktivität nach Formel 2-2 berechnet. 

AU =
∆E/min
0,02 mL

 

Formel 2-2: AU = Absorptionsunits; ΔE=Extinktionsänderung 

2.7.2 Bestimmung der Alginat Lyase Aktiviät unter salinen Bedin-
gungen (lösliches Enzym) 

Die Aktivität der Alginat Lyase wurde bei 0, 30, 60, 90, 150, 210, 300, 420, 510 und 600 mM 

NaCl getestet. Dabei wurde der Standard-Assay, beschrieben in 2.7.1, angewendet, wobei 

für die jeweilige Salzkonzentration die Substratlösung und der Blank mit der entsprechenden 

Menge NaCl versetzt wurden.  

2.7.3 Aktivität der Alginat Lyase auf RO-Membranen 
Für die Bestimmung der Aktivität auf der RO-Membran wurden kreisrunde Membranstücken 

(Ø 5 cm) in ein 50 mL Reaktionsgefäß so eingelegt, dass sie an der Gefäßwand mit der 

Rückseite hafteten. In den Boden des Gefäßes wurden dann 5 mL Substratlösung (2 mg/mL 

Alginat, 20 mM Tris/HCl pH 7,5) eingefüllt. Die Reaktion wurde mit dem Auflegen des Gefä-

ßes auf einen Rollermixer (StuartTM Scientific) gestartet. In regelmäßigen Abständen wurden 

700 µL Probe entnommen und in eine Küvette überführt. Die Absorption wurde bei 235 nm 

gemessen (Blindwert war die Substratlösung) und anschließend die Probe in das Gefäß zu-

rückgegeben. Die Daten wurden gegen die Zeit aufgetragen. Nach Formel 2-3 wurde die 

Aktivität pro Fläche berechnet, wobei das Volumen der Substratlösung als Verdünnung be-

achtet wurde, da die Ausgangsaktivität auf 1 mL Substratlösung bezogen wurde. Zur Be-

rechnung der Fläche ging nur ein Durchmesser von 4 cm ein, da der O-Ring zur Dichtung 
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0,5 cm dick war und somit die Fläche, welche benetzt wurde, effektiv um 1 cm im Durchmes-

ser geschmälert wurde. Bei einem Radius von 2 cm betrug daher die aktive Fläche der 

Membran 12,57 cm2. 

𝐴𝑈 ∙ 𝑐𝑚−2 =
∆𝐸/𝑚𝑖𝑛

12,57 𝑐𝑚2 

Formel 2-3: AU = Absorptionsunits, ΔE=Extinktionsänderung 

2.7.4 Bestimmung der Alginat Lyase Aktivität auf Activated Thiol 
SepharoseTM 4B 

Für die Aktivitätsbestimmung der Alginat Lyase an den Thiolbeads wurden je drei mal 10 mg 

Beads abgewogen und in ein 1,5 mL Reaktionsgefäß überführt. Die Reaktion wurde durch 

Zugabe von 1,5 mL Substratlösung (2 mg/mL Alginat, 20 mM Tris/ HCl pH 7,5) gestartet. 

Nach 5, 10 und 15 Minuten wurden die Beads durch Filtration (PTFE Filter, Firma Roth) vom 

Produkt abgetrennt. Der Überstand wurde in eine Küvette überführt und die Absorption bei 

235 nm gemessen (Blindwert war Substratlösung). Die drei Messwerte wurden gegen die 

Zeit aufgetragen und die Extinktionsänderung je Minute berechnet. Nach Formel 2-4 wurde 

die Aktivität je 1 g Beads berechnet. 

𝐴𝑈 ∙ 𝑔−1 =
∆𝐸/𝑚𝑖𝑛

𝑔𝑒𝑖𝑛𝑔𝑒𝑠𝑒𝑡𝑧𝑒 𝐵𝑒𝑎𝑑𝑠

Formel 2-4 AU = Absorptionsunits, ΔE = Extinktionsänderung; geingesetzte Beads = Masse an 

Beads welche für die Reaktion eingesetzt wurden [g] 

2.7.5 Bestimmung der Alginat Lyase Aktivität auf Chelating Sepha-
rose  

Für die Aktivitätsbestimmung an den Nickel-Beads wurde wie in Abschnitt 2.7.5 verfahren. 

Die Trennung von Beads und Überstand erfolgte über Zentrifugation (16100 g; 1,5 Minuten).  

2.7.6 Bestimmung der Stabilität der Alginat Lyase auf porösen Trä-
gern 

Für diese Untersuchung wurden ungefähr 100 mg Pröseträger (entweder Nickel-Sepharose 

oder Thiolsepharose mit Alginat Lyase beladen) abgewogen und mehreren Messzyklen un-

terworfen. Dabei wurde das Material für 5 min mit 5 mL Substrat-Lösung bei Raumtempera-

tur auf einem Rollermixer im Falcon inkubiert. Nach Filtration wurde die Absorptionszunahme 
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bei 235 nm photometrisch untersucht. Das Material wurde gewaschen, neu eingewogen und 

einem neuen Messzyklus unterworfen. Die Absorptionswerte wurden auf die eingesetzte 

Menge Beads bezogen und daraus wurde die relative Abnahme der Aktivität auf dem Träger 

berechnet.  

2.7.7 Bestimmung der Alginat Lyase Aktivität auf Glasobjektträgern 

Für die Bestimmung der Aktivität der Alginat Lyase auf Glasobjektträgern wurden 5 mL Sub-

stratlösung (auf 25°C vortemperiert) in einer Reaktionskammer vorgelegt. Die Reaktion wur-

de mit Zugabe des funktionalisierten Objektträgers gestartet. Zu definierten Zeiträumen wur-

den 700 µL aus dem Ansatz entnommen und die Absorption bei 235 nm gemessen. An-

schließend wurde die Probe in den Ansatz zurückgeführt. Zur Berechnung der Aktivität wur-

de die Extinktionsänderung gegen die Zeit auftragen (Formel 2-5). Die Fläche des Objektträ-

gers ging dabei mit 19,75 cm2 ein.  

𝐴𝑈 ∙ 𝑐𝑚−2 =
∆𝐸/𝑚𝑖𝑛

19,75 𝑐𝑚2 

Formel 2-5: AU = Absorptionsunits, ΔE = Extinktionsänderung 
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2.8 Molekularbiologische Arbeiten 

2.8.1 Primer 
Die Firma Eurofins MWG Operon (Ebersberg) wurde mit der Synthese (inklusive HPLC-

Reinigung und Lyophilisierung) der Oligonukleotide beauftragt. Die Primer wurden in sterilem 

Wasser gelöst (Konzentration: 100 pmol/μL) und bis zur Verwendung bei -20°C gelagert. Die 

in der Arbeit verwendeten Primer sind in  

Tabelle 2-7 aufgeführt. 

Tabelle 2-7 Übersicht der verwendeten Primer 

Bezeichnung Sequenz Referenz 

Primer für Kolonie-PCR (Abschnitt 2.8.9, S.47) 

T7-Primer 5‘-TAA TAC GAC TCA CTA TAG GG-3‘ [Novagen, 2005] 

T7-Term-Primer 5‘-CTA GTT ATT GCT GAG CGG T-3‘ [Novagen, 2005] 

Primer für Site-directed Mutagenese (Abschnitt 2.8.8, S.46) 

fw-S93C 5‘-ACG ATG AAA CTG TGT GGT AAA ACT GTG-3‘ 

diese Arbeit 

rev-S93C 5‘-CAC AGT TTT ACC ACA CAG TTT CAT CGT-3‘ 

fw-S221C 5‘-GCT AAG CTG TAC TGC CTG AGC GTG TCT-3‘ 

rev-S221C 5‘-AGA CAC GCT CAG GCA GTA CAG CTT AGC-3‘ 

fw-S223C 5‘-CTG TAC TCC CTG TGC GTG TCT CAT TCC-3‘ 

rev-S223C 5‘-GGA ATG AGA CAC GCA CAG GGA GTA CAG-3‘ 

fw-S221,223C 5‘-GCT AAG CTG TAC TGC CTG TGC GTG TCT-3‘ 

rev-S221,223C 5‘-AGA CAC GCA CAG GCA GTA CAG CTT AGC-3‘ 

2.8.2 Plasmidpräparation 
Zur Isolierung von Plasmid-DNA wurde das GeneJetTM Plasmid Miniprep Kit der Firma Fer-

mentas verwendet. Die Durchführung erfolgte gemäß Handbuch. Nach Binden und Waschen 

der Plasmid-DNA an einer Silica-Säule erfolgte die Elution mit 50 μL sterilfiltriertem Wasser.  

2.8.3 Horizontale Agarose-Gelelektrophorese 
Zur Analyse von DNA wurde eine Agarose-Gelelektrophorese durchgeführt. In einem 1 %-

igem Agarosegel wurde bei 80 V die DNA in einem TAE-Puffer (vgl. Abschnitt 2.3) aufge-

trennt. Zur Färbung der Nukleinsäure wurde Ethidiumbromid (1 μg/mL) eingesetzt. Der Mas-
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sruler DNA-Ladder Mix wurde als Molmassenstandard verwendet. Die Ergebnisse wurden 

mit Hilfe von GeneSnap (Firma Syngene) und der Software Gene-Tool dokumentiert. 

2.8.4 Sequenzierung und Synthese von Plasmid-DNA 
Die Firma Eurofins MWG hat das Plasmid-Konstrukt der Alginat Lyase hergestellt und alle 

Sequenzierungsarbeiten durchgeführt.  

2.8.5 Transformation durch Hitzeschock 
Zur Herstellung chemisch kompetenter E.coli Zellen wurden 50 mL LB-Medium mit einer 

5 mL Vorkultur (E.coli BL21 Gold(DE3)) beimpft und bis zu einer OD600 von 0,5 - 0,6 bei 37°C 

und 80 rpm kultiviert. Alle weiteren erwähnten Lösungen wurden vor dem Einsatz sterilisiert 

(mit Hilfe von Filtration oder Autoklav). Die Zellen wurden bei 4°C und mit 3320 g abzentrifu-

giert und in 25 mL eiskaltem CaCl2 resuspendiert. Nach 30-minütiger Inkubation auf Eis er-

folgte ein weiterer Zentrifugationsschritt (4°C, 3320 g). Das Pellet wurde in 5 mL eiskaltem 

CaCl2 resuspendiert. Anschließend erfolgte die Zugabe von 750 µL eiskaltem 99 %-igen 

Glycerin. Aliquote von 100 µL wurden in flüssigem Stickstoff tiefgefroren und bis zur Ver-

wendung bei -80°C gelagert.  

Die Transformation erfolgte nach dem in Abb. 2-7 dargestellten Schema. 

E.coli Zellen auf 
Eis auftauen 

Zugabe von 1 µL 
Plasmid-DNA

Hitzeschock 
(42°C; 45 s)

Zugabe von 
500 µL LB-

Medium

Ausplattieren von 
50 µL der Suspension 
auf LBAmp-Agarplatte 

(Ampicillin 100 µg/mL)

Pellet im verbliebenen Medium 
resuspendieren und auf

 LBAmp-Agarplatte (Ampicillin 100 µg/mL) 
ausplattieren

Inkubation
(30 min auf 

Eis)

3 min auf Eis

Inkubation (1 h; 37°C)

Restliche Suspension 
bei 7500 g zentrifugieren 

und Überstand bis auf 
ca. 100 µL abnehmen

 Inkubation 
(37°C; 16 h) 

Abb. 2-7 Schema zur Hitze-Schock-Transformation von chemisch-kompetenten E.coli 
Zellen. 
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2.8.6 Kryokulturen 
Zur Lagerung von E.coli Transformanten mit dem gewünschten Plasmid wurde eine Kryokul-

tur verwendet. Dazu wurde der entsprechende Klon in 5 mL LB-Medium mit entsprechenden 

Antibiotika für 16h bei 37°C und 120 rpm kultiviert. Von der Kultur wurden 700 µL mit 300 µL 

Glycerin versetzt und bei -80°C gelagert. 

2.8.7 Reinigung von PCR-Produkten und Restriktionsverdauen 
Für die Reinigung von PCR-Produkten wurde das MSB® Spin PCRapace Kit von Invitek ver-

wendet. Damit können DNA-Fragmente im Bereich 80 Bp bis 30.000 Bp von Nukleotiden, 

Primer, Puffern und Salzen getrennt werden. Nach der DNA-Bindung an das Säulenmaterial 

und einem Waschschritt wurde mit je 10 µL sterilem Wasser eluiert. 

2.8.8 Generierung von Cystein-Varianten 

Die Site-directed Mutagenese wird angewendet, um gezielt Aminosäuren in einer Nukleo-

tidsequenz auszutauschen. Dabei wurden die Mutageneseprimer so designt, dass sie die 

gleiche Mutation tragen und zueinander komplementär sind. Sie können so an den Eltern-

strängen der Template-DNA binden. Für die Cystein-Varianten wurden zunächst die Einzel-

mutationen erstellt. Dabei diente die Plasmidpräparation der Wildtyp-Variante der Alginat 

Lyase als Template. Die Zusammensetzung vom PCR-Ansatz ist in Tabelle 2-8 beschrieben. 

In einer zweiten Mutagenese-Runde wurde die Plasmidpräparation der Variante S93C als 

Template genutzt. Die jeweiligen Primerpaare sind in  

Tabelle 2-7 aufgeführt.  

Tabelle 2-8 PCR-Ansatz für Site-directed Mutagenese (PCR-Volumen 50 µL) 

Komponente (Konzentration) 
Konzentration 

im Ansatz 
Volumen 

Pfu Puffer mit MgSO4 (10x) 1 x 5 µL 

dNTP Mix (2 mM) 0,2 mM 5 µL 

Fw-Primer (12,5 µM ) 0,25 µM 1 µL 

Rev-Primer (12,5 µM) 0,25 µM 1 µL 

Ausgangsplasmid - 1 µL 

Pfu DNA-Polymerase (2,5U/µL) 2,5 U 1 µL 

Nukleasefreies Wasser - 36 µL 
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Nach einem initialen 10-minütigem Denaturierungsschritt bei 95°C erfolgte die Zugabe der 

Pfu DNA-Polymerase. Die Amplifikation erfolgte in 25 Zyklen, welche aus je zwei Schritten 

bestanden. Zunächst erfolgte die Denaturierung für 30 Sekunden bei 95°C und dann das 

Annealing für 30 Sekunden bei 60-66°C. Als finaler Schritt wurde mittels der Restriktionsen-

donuklease DpnI (10 U) die methylierte parentale DNA fragmentiert und bei 37°C für 1 h ab-

gebaut. Die Ansätze wurden, wie in Abschnitt 2.8.7 beschrieben, gereinigt und anschließend 

chemisch vermittelt in E.coli BL21 Gold (DE3) transformiert (siehe Abschnitt 2.8.5). 

2.8.9 Kolonie-PCR 
Die Kolonie-PCR wurde nach erfolgreicher Transformation (siehe Abschnitt 2.8.5) des Plas-

midkonstrukts pET-20b(+)-AlgLys in E.coli BL21 Gold (DE3) durchgeführt. Die Klone wurden 

in 50 µL sterilfiltriertem Wasser resuspendiert und bei 99°C für fünf Minuten inkubiert. Von 

diesem Ansatz wurden 1 µL als Template-DNA in der PCR eingesetzt. Der PCR-Ansatz (20 

µL) setzte sich, wie in Tabelle 2-9 beschrieben, zusammen. 

Tabelle 2-9 Ansatz für Kolonie-PCR (Volumen 20 µL) 

Komponente (Konzentration) 
Konzentration 

im Ansatz 
Volumen 

Taq-Mastermix (2x) 1 x 10 µL 

T7-Primer (12,5 mM) 0,2 µM 0,8 µL 

T7-Term-Primer (12,5 µM) 0,2 µM 0,8 µL 

Nukleasefreies Wasser - 7,4 µL 

Das PCR-Programm wurde in einem Thermocycler (Firma Biometra) wie folgt durchgeführt: 

1. Schritt: Denaturierung 94°C 5 min 

2. Schritt: Denaturierung 94°C 30 s 

3. Schritt: Annealing 49°C 30 s 

4. Schritt: Verlängerung 72°C 50 s 

5. Schritt: Verlängerung 72°C 5 min 

Schritte 2 bis 4 wurden 30 mal wiederholt. 
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2.9 Zellkultivierung 
In der vorliegenden Arbeit wurde die Zellline E.coli BL21 Gold (DE3) (Stratagene) verwendet. 

In Tabelle 2-10 sind alle verwendeten Plasmide aufgeführt. 

Tabelle 2-10 Übersicht der verwendeten Plasmide 

Plasmid Genetische Marken Referenz 

pET 20 b(+) 
Expressionsvektor mit N-terminalen pelB-Sequenz und 

c-terminalen His-tag, bla-Gen(Amp.-Resistenz) 
[Novagen, 2005] 

pAL 
pET 20 b(+) ohne pelB-Sequenz mit Gen (NdeI/XhoI) für 

Alginat Lyase aus Sphingomonas sp. A1(90322 NCBI)  

diese Arbeit 

pAL S93C pAL Punktmutante S93C 

pAL S221C pAL Punktmutante S221C 

pAL S223C pAL Punktmutante S223C 

pAL S93,221C pAL Punktmutante S93,221C 

pAL S93,223C pAL Punktmutante S93,223C 

pAL S93,221,223C pAL Punktmutante S93,221,223C 

2.9.1 Medien zur Kultivierung von E.coli Zellen 
In Tabelle 2-11 ist die Zusammensetzung aller verwendeten Medien aufgelistet. Bei Bedarf 

wurde den Medien 100 mg/L Ampicillin zugesetzt.  

Tabelle 2-11 Zusammensetzung der Medien zur Kultivierung von E.coli Zellen 

Komponente LB-Medium GB-Medium 

Bezeichnung 
Konzentration 

[g/L] 
Bezeichnung 

Konzentration 

[g/L] 

Nährstoffquelle Hefeextrakt I 5 Hefeextrakt II 50 

Pepton 10 

Salze NaCl 10 K2HPO4 8,4 

NH4Cl 0,5 

MgSO4 x 7 H2O 0,1 

Zusätzliche C-Quelle keine Glycerin 10 

Für das LB-Medium wurden die Komponenten in Wasser gelöst und anschließend bei 120°C 

autoklaviert. Für die Anfertigung von LB-Platten wurde zusätzlich 15 g/L Agar-Agar dem Me-
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dium beigegeben. Nach dem Autoklavieren wurde das Medium auf etwa 60°C abgekühlt und 

in Petrischalen gegossen (20 mL/Platte). 

Die Zusammensetzung des GB-Mediums nach Gerber [Gerber et al., 2008] wurde entspre-

chend Tabelle 2-11 modifiziert. Als Substrat wurde Glycerin statt Glucose verwendet, um die 

Acetatbildung zu verringern. Durch die Reduzierung der Konzentration von 

MgSO4 x 7H2O von 0,5 g/L auf 0,1 g/L konnte die Bildung von Präzipitaten vermindert wer-

den. Das GB-Medium wurde in zwei Schritten erstellt. Zunächst wurden die Komponenten 

Hefeextrakt II, Ammoniumchlorid und Glycerin in Wasser gelöst und getrennt von den ande-

ren Komponenten autoklaviert. Die Salze Dikaliumhydrogenphosphat und Magnesiumsulfat 

wurden als Stammlösungen hergestellt und autoklaviert. Vor der Kultivierung wurden die 

Komponenten vereinigt und der pH-Wert mit sterilem Natriumhydroxid auf 7,5 eingestellt.  

2.9.2 Expression der Alginat Lyase in E.coli auf LB-Medium 
Zur Expression Alginat Lyase wurde LB-Medium [Bertani, 1951] verwendet. Die Zusammen-

setzung des Mediums ist 2.9.1 zu entnehmen. In Abb. 2-8 ist der Ablauf der Kultivierung 

schematisch dargestellt.  

Ausstrich von 
Kryokultur (pAL) auf 

LBAmp-Agarplatte (Amp. 
Konzentration: 100 mg/L)

Eine Kolonie in 
50 mL LBAmp-Medium 

Vorkultur 

Inokulation der 500 mL 
LBAmp-Medium Hauptkultur 

mit ca. 12 mL Vorkultur 
[OD600 auf 0,1 einstellen]

Induktion mit 
0,1 mM IPTG

Zellernte via 
Zentrifugation 

(10.000 g 10 min)

Inkubation 
(37 °C; 16 h)

Inkubation
(37 °C ;100 rpm;16 h)

Inkubation 
(16 °C; 80 rpm;16h)

Inkubation 
(37°C; 80 rpm; bis OD600 0,5-0,6)

Zwei 1/OD Proben 
vor Induktion nehmen

Zwei 1/OD Proben nach 
16 h Induktion nehmen

Abb. 2-8 Schema der Kultivierung von E.coli zur Expression des AlgLys-Gens. 

Die gewonnene Biomasse wurde in ein 50 mL Reaktionsgefäß transferiert und bis zur Ver-

wendung bei -20°C gelagert. 
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2.9.3 Expression des Zielenzyms auf GB-Medium 
Die Kultivierung in GB-Medium (Zusammensetzung ist in Abschnitt 2.9.1 beschrieben) lief 

analog zu Abschnitt 2.9.2,. mit der Ausnahme, dass die Expressionstemperatur nach der 

Induktion von 16°C auf 24°C geändert wurde. Die gewonnene Biomasse wurde in ein 50 mL 

Reaktionsgefäß transferiert und bis zur Verwendung bei -20°C gelagert. 

2.10 Zellaufschluss und Reinigung der Alginat Lyase 

2.10.1 Zellaufschluss 
Der Ablauf des Zellaufschlusses der Alginat Lyase ist in Abb. 2-9 dargestellt. Die SDS-

Proben wurden anschließend im Verhältnis 1:2 mit SDS-Probenpuffer (vgl. Abschnitt 2.6.2) 

versetzt und bei 99°C für fünf Minuten inkubiert. Die Proteinbestimmung erfolgte nach Brad-

ford [Bradford, 1976a] (siehe Abschnitt 2.6.4) und die Aktivität wurde nach dem Standardas-

say für die lösliche Alginat Lyase (vgl. Abschnitt 2.7.1) bestimmt. 

1-2 g BFM auf 
Eis auftauen

Zugabe von 50 ml Aufschlusspuffer 

 HDH
(3 Passagen;   

1000 - 1500 bar)

Zellen via Ultra-Torrax 
resupendieren

50 µL SDS-
PAGE-Probe

Zentrifugation 
(20.000 g; 

40 min; 4°C)

Überstand 
(Rohenzymextrakt)

Pellet
(unlösliche Proteine)

resuspendieren

Zugabe von  
Aufschlusspuffer 

(äquivalentes Volumen 
wie Rohenzymextrakt) 

Reinigung 
über IMAC

200 µL Rückstellprobe für 
Aktivitätsmessung und 

Proteinbestimmung

50 µL SDS-
PAGE-Probe

50 µL SDS-
PAGE-Probe

Abb. 2-9 Schema vom Zellaufschluss der E.coli Biofeuchtmasse. 
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2.10.2 Reinigung der Alginat Lyase mittels IMAC 
Für die IMAC (Immobilized Metal Ion Affinity Chromatography; Affinitätschromatographie) 

wurden verschiedene Puffer genutzt. Die Auswahl des geeigneten Puffersystems während 

der Reinigung richtete sich nach Art der gewünschten Anwendung des Enzyms. Das gene-

relle Vorgehen und die jeweiligen Besonderheiten (Puffer etc.) werden in den einzelnen Ka-

piteln erläutert.  

Alle Affinitätschromatographieläufe wurden mit dem System Äkta Explorer von Amersham 

Bioscience durchgeführt. Die Datenaufzeichnung und Auswertung der Chromatogramme 

erfolgte mit der Software Unicorn 4.1.  

Alle bei der Chromatographie verwendeten Puffer und Lösungen wurden entgast und filtriert. 

Die Zusammensetzungen der verwendeten Binde- und Elutionspuffer werden im 

entsprechenden Abschnitt gesondert erläutert.  

Als Säulenmaterial kam zunächst StreamlineTM Chelating NTA und später Chelating 

Sepharose Fast Flow zum Einsatz. Bei Nichtgebrauch wurde die gepackte und mit Ni2+-Ionen 

beladene Säule in 20 % Ethanol gelagert. Vor Verwendung der Säule wurde diese zur 

Entfernung des Ethanols mit mindestens drei Säulenvolumen (CV) VE-Wasser gespült und 

mit fünf CV IMAC-Bindepuffer äquilibriert.  

Die Beladung der Säule mit Proben erfolgte entweder direkt über eine Probenpumpe oder 

mittels eines 50 mL-Probenapplikators (SuperloopTM). Der verwendete Elutionsgradient 

sowie der Gradient Delay sind im entsprechenden Abschnitt des Ergebnisteils angegeben. 

Alle weiteren Parameter der Chromatographieläufe wurden in Tabelle 2-12 

zusammengefasst. 

Um das Ergebnis der Aufreinigung bewerten zu können, wurden von ausgewählten 

Fraktionen, die Protein enthielten (Absorption bei 280 nm), Proben für die SDS-PAGE 

angefertigt. Die Proben wurden im Verhältnis 1:2 mit Probenpuffer versetzt und fünf Minuten 

bei 99 °C inkubiert. Die weitere Vorgehensweise ist in Abschnitt 2.6.2 beschrieben. 

Tabelle 2-12 Parameter der Affinitätschromatographie 

XK 16/20 XK 26/20 

Säulenvolumen 10,0 mL 51,0 mL 

Fließgeschwindigkeit 3 mL/min 3 - 5 mL/min 

Äquilibrieren 3 CV 3 CV 

Waschen 2-4 CV 2-4 CV 

Elutionsgradient 0-100 % B 0-100 % B 

Fraktionsvolumen Elution 1 mL 5 mL 
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2.11 Sprühtrocknung der Alginat Lyase 
Für die Sprühtrocknung wurde ein System der Firma Buchi (Mini Sprühtrockner B-290) ge-

nutzt. Die Anlage wurde laut Bedienungsanleitung und mit den in Tabelle 2-13 angegebenen 

Parametern betrieben. Vor der Trocknung wurde die Alginat-Lyase-Lösung mittels Dialyse-

schlauchs (CutOff 14 kDa) in Bindepuffer I (vgl. Abschnitt 2.3) dialysiert. 

Tabelle 2-13 Parameter zur Sprühtrockung der Alginat Lyase 

Parameter 

Trägermaterial Maltodextrin 

Protein zu Träger Verhältnis 1 zu 100 

Enzymlösung 3,37 mg/mL; 150 U/mL 

Aufgetragenes Volumen 250 mL 

Pumprate 20 % 

Belüftungsrate 100 % 

Inlet Temperatur 152 °C 

Outlet Temperatur 89 °C 

Flussrate 473 L/h 

Das gewonnene sprühgetrocknete Enzym wurde portioniert und unter verschiedenen Bedin-

gungen (-22°C; 4°C; RT) gelagert. Zur Analyse wurde das Produkt in VE-Wasser gelöst, wo-

bei die theoretische Ausgangskonzentration eingestellt wurde. Nach dem Lösen erfolgte die 

Proteinkonzentrationsbestimmung, wie in Abschnitt 2.6.4 beschrieben. Vor und nach der 

Sprühtrocknung wurde die Aktivität, wie in Abschnitt 2.7.1 dargelegt, ermittelt. 

2.12 Größenausschlusschromatographie (SEC) 
Die Größenausschlusschromatographie (SEC – engl. size exclusion chromatography) wurde 

mittels SEC-Säulen (PD-10) der Firma GE Healthcare durchgeführt. Dafür wurde die Säule 

zunächst mit dem Bindepuffer II gewaschen. Anschließend wurde die Säule mit einer Algi-

nat-Lyase-Lösung (mit unterschiedlichen Cystein-Varianten) beladen. Danach wurde noch-

mals 5 mL Bindepuffer I aufgegeben. Der Durchfluss wurde in 500-µL-Proben fraktioniert. 

Alle Proben wurden mittels Spektralphotometer bei 280 nm vermessen. Die Fraktionen mit 

den höchsten Werten wurden vereinigt.  
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2.13 Immobilisierung der Alginat Lyase 

2.13.1 Immobilisierung via His-tag an Chelating Sepharose 

Für die Immobilisierung wurde Chelating Sepharose Fast Flow der Firma Amersham (jetzt 

GE Healthcare) genutzt. Zum Waschen wurde die Sepharose mehrfach mit der jeweiligen 

Lösung unter Rühren aufgeschwemmt. Die Bindung des Enzyms an die Sepharose ist in 

Abb. 2-10 gezeigt. Der methodische Ablauf der Reaktion ist in Abb. 2-11 dargestellt. 

Abb. 2-10 Bindung des Enzyms an die Sepharose. Zweiwertiges Nickel wird durch den 

Chelator Iminodiessigsäure fest gebunden. Der His-tag des Proteins, in dem Fall das Enzym, 

bildet einen Chelat-Komplex mit dem Nickel-Ion. Dadruch wird das Enzym an die Sepharose 

immobilisiert. 

Enzym

Protein (Enzym) mit Histidin-tag

Sepharose funktionalisiert mit Iminodiessigsäureresten
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Abtrennung der 
Sepharose von der 
Lagerlösung  über 

Fritte

Inkubation der 
Sepharose mit 0,1 M 
Nickelsulfat Lösung 

für 10 min

Waschen mit 
Bindepuffer I 

(50 mM Tris/HCl pH 7,5; 
50 mM NaCl)

Inkubation (RT; 30 min) auf dem Rollermixer

Abwiegen von 900 mg feuchtem Material

Zugabe von 12 mL Wildtyp 
Alginat Lyase in Bindepuffer 
( Proteinkonz.:0,2 mg/ mL) 

Waschen mit 
VE-Wasser 

Waschen mit 
VE-Wasser

Abtrennung  der 
Sepharose von der 

Enzymlösung über Fritte

Bestimmung der 
Restaktivität  der 

Enzymlösung

Waschen  mit 
Substratpuffer (20 mM 

Tris/HCl pH 7,5)

Waschen mit  
Bindepuffer I 

(50 mM Tris/HCl pH 7,5; 
50 mM NaCl)

Waschen  mit 
Hochsalzpuffer I 

(50 mM Tris/HCl pH 7,5;
 1 M NaCl)

Bestimunng der 
Aktivität auf dem 

Träger

Elution der Alginat Lyase 
von 100 mg Sepharose via 

Elutionspuffer I in 1 mL

Lagerung des Immobilisats 
in Substratpuffer (20 mM 
Tris/HCl pH 7,5) bei 4°C

Bestimmung der 
Restaktivität der 
Elutionslösung 

Abtrennung der 
Sepharose von der 
Elutionslösung über 

Fritte

Abb. 2-11 Schematischer Ablauf der Immobilisierung der Alginat Lyase an Nickel-
Sepharose-Beads (Chelating Sepharose Fast Flow) via His-tag. 

Die Aktivitätsbestimmung des Enzyms in Lösung wurde, wie in Abschnitt 2.7.1 beschrieben, 

durchgeführt. Auf dem Träger wurde, wie in Abschnitt 2.7.5 beschrieben, vorgegangen.  

2.13.2 Immobilisierung an Activated Thiol SepharoseTM 4B via 
Disulfidbrücken 

Vor der Immobilisierung wurde die Enzymlösung mittels SEC von allen Reduktionsmitteln 

befreit und in Bindepuffer I umgepuffert. Die Cystein-Varianten (siehe Abschnitt 2.8.8) S93C, 

S223C, S93/223C und S93/221/223C sowie das Wildtyp (WT) Enzym der Alginat Lyase 

wurden zur Immobilisierung eingesetzt. Die Immobilisierungsreaktion ist in Abb. 2-12 gezeigt. 

Der methodische Ablauf der Reaktion ist in Abb. 2-13 dargestellt. Die Aktivitätsbestimmung 

des Enzyms in Lösung wurde, wie in Abschnitt 2.7.1 beschrieben, durchgeführt. Auf dem 

Träger wurde, wie in Abschnitt 2.7.5 beschrieben, vorgegangen.  
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Abb. 2-12 Immobilisierungsreaktion zwischen Activated Thiol SepharoseTM 4B und 

dem Enzym. Die Sepharose trägt eine Thiol-Gruppe, welche mit einem chromophoren Rest 

(Pyridin-2-thion) verbunden ist. Wird das Material mit einem Protein, in diesem Fall das 

Enzym, welches Cystein-Reste besitzt, zur Reaktion gebracht, so bildet sich eine 

Disulfidbrücke zwischen den Thiolgruppen aus und das chromophore Molekül wird eluiert. 

Als Resultat ist das Enzym an die Sepharose immobilisiert. 

Quellung von 3 g 
Thiol-Sepharose in 

VE-Wasser

Waschen mit Bindepuffer I 
(50 mM Tris/HCl 

pH 7,5; 50 mM NaCl)

Inkubation (2h; RT)
auf dem Rollermixer

Zugabe von 12 mL Alginat 
Lyase (WT und Cystein-

Varianten) in Bindepuffer 
(Proteinkonz.: 0,1 mg/mL) 

Waschen mit  
VE-Wasser

Abtrennung der Thiol-

Sepharose von der 

Enzymlösung über Fritte  

Bestimmung der 

Restaktivität der 

Enzymlösung

Waschen mit 

Substratpuffer (20 mM 
Tris/HCl pH 7,5)

Waschen mit Bindepuffer I 

(50 mM Tris/HCl pH 7,5; 
50 mM NaCl) 

Waschen mit 

Hochsalzpuffer I (50 mM 
Tris/HCl pH 7,5; 1 M NaCl)

Bestimmung der 

Aktivität auf dem 
Träger

Elution der Alginate Lyase von 

100 mg feuchtem Material via 

Elutionspuffer II in 2 mL

Lagerung des Immobilisats 

in  Substratpuffer (20 mM 

Tris/HCl pH 7,5) bei 4 °C

Bestimmung der 

Restaktivität der 

Elutionslösung

Abtrennung der Thiol-

Sepharose von der 

Elutionslösung über 

Fritte

Abtrennung der Thiol-
Sepharose von dem 

Puffer über Fritte

Transfer von 800-1000 mg feuchtem Material in Reaktionsgefäß

Abb. 2-13 Schematischer Ablauf der Immobilisierung der Alginat Lyase an Activated 

Thiol SepharoseTM 4B. WT: Wildtyp 

Die Aktivitätsbestimmung des Enzyms in Lösung wurde wie in Abschnitt 2.7.1 durchgeführt. 

Auf dem Träger wurde wie in Abschitt 2.7.5 beschrieben vorgegangen.  

Enyzm

Enyzm

Protein an Thiol-Sepharose 
gekoppelt

Pyridin-2-thion

Protein mit 
Cystein-Rest
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2.13.3 Immobilisierung an Maleinimid-funktionalisierte Objekt-

träger 

Die Firma MicroSurface Inc. produziert diverse funktionalisierte Objektträger. Dafür wird eine 

Polyethylenglycol-Schicht auf die Objektträger aufgebracht und modifiziert. Zur Kopplung der 

Cystein-Varianten wurden Maleinimid-funktionalisierte Träger verwendet. Diese wurden mit 

Bindepuffer I gewaschen. Im Anschluss wurden die Träger mit 10 AU Alginat Lyase (Cystein-

Varianten oder WT) in 5 mL Bindepuffer I für 2 Stunden inkubiert. Nach der Kopplung wurde 

der Überstand abgenommen und dessen Restaktivität nach Abschnitt 2.7.1 bestimmt. Die 

Objektträger wurden mit Bindepuffer I und Hochsalzpuffer I gewaschen. Vor der Messung 

der Aktivität auf dem Träger (Abschnitt 2.7.7) wurde mit Substratpuffer gespült. Im Anschluss 

wurde wieder mit dem Substratpuffer gespült und der Träger darin gelagert. Die komplette 

Immobilisierung wurde in den unter Abschnitt 2.4.2 beschriebenen Inkubationskammern für 

Objektträger durchgeführt. Die Kopplungsreaktion ist in Abb. 2-14 dargestellt. 

Abb. 2-14 Kopplungsreaktion zwischen funktionalisiertem Objektträger und Enzym. 

Die Oberfläche des Materials trägt eine PEG-Schicht, um einen chemisch neutralen 

Hintergrund zu erzeugen. Zusätzlich ist die Oberfläche mit Maleinimid funktionalisiert. Dieses 

reagiert mit der Thiolgruppe des Proteins, in diesem Fall dem Enzym. Im Ergebnis ist der 

Biokatalysator an die Oberfläche immobilisiert.

Protein (Enzym) gebunden an die Oberfläche

Enyzm

PEG-Schicht

Enzym

PEG-Schicht

Maleinimid funktionalisierte 
Oberfläche mit PEG-Hintergrund
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2.13.4 Immobilisierung an Kupfer-funktionalisierte Objektträger 

Der Versuchsablauf entspricht dem in Abschnitt 2.13.4 beschriebenem. Die einzigen Unter-

schiede waren die Verwendung vom Wildtyp-Enzym mit His-tag und von Kupfer-

funktionalisierten Objektträgern. 

2.13.5 Immobilisierung via His-tag an RO-Membranen 

Bevor die RO-Membranen für die Immobilisierung eingesetzt werden konnten, mussten sie 

modifiziert werden. Die Reaktionen sind in Abb. 2-15 dargestellt. 

Abb. 2-15 Reaktionen zur Aktivierung und Modifikation der RO-Membran. Mit Hilfe von 

Glutaraldehyd wurden die Aminogruppen der Oberfläche aktiviert. Lysin-NTA kann 

daran binden. Die Bindung wurde durch eine Schiff’sche-Base-Reaktion mit Cyanoborhydrid 

stabilisert. Im Ergebnis trägt die RO-Membran NTA auf der Oberfläche. 

Nachdem die Membran aktiviert und mit Lysin-NTA modifiziert wurde, erfolgte analog dem 

Sepharose-Material die Inkubation mit Nickel-Ionen. Im Anschluss folgte die Immobilisierung 

des His-getaggten Enzyms. Der Reaktionsmechanismus ist vergleichbar mit der Chelating 

GA

Lysin-NTA

Cyanoborhydrid

Aktivierung der Membran mir Glutaraldehyd 

Modifikation der Membran mit Lysin-NTA 

NTA-modifizierte Membran 
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Sepharose aus Abschnitt 2.13.1. Im jetzigen Fall hingegen, sind es drei reaktive Sauerstoff-

atome, die das Nickel komplexieren. Dies hat seinen Grund in den drei Säuregruppen der 

NTA. Der Komplex ist in Abb. 2-16 dargestellt. 

Abb. 2-16 Bindung des Enzyms an die aktivierte Oberfläche der RO-Membran. 

Nachdem die NTA-Gruppe aufgebracht wurde, konnte diese Nickel-Ionen binden. Der His-

tag des Enzyms konnte nun den Chelatkomplex ausbilden und somit an die Oberfläche 

binden. 

Die Methodik zur Modifikation und Immobilisierung ist in Abb. 2-17 schematisch zusammen-

gefasst. Für die Modifikation wurden kreisrunde Membranstücken (Durchmesser: 5 cm) aus-

gestanzt und anschließend in die Inkubationskammer (vgl. Abschnitt 2.4.1) eingespannt. Die 

Fläche, welche der Reaktion dann zur Verfügung stand, betrug 12,57 cm2. Zur Berechnung 

der Fläche ging nur ein Durchmesser von 4 cm ein, da der O-Ring der Dichtung 0,5 cm dick 

war und somit die Fläche effektiv um 1 cm im Durchmesser geschmälert war. Die Membra-

nen schüttelten zur Inkubation (innerhalb der Inkubationskammer) in einem Inforceschüttler 

bei 25°C und 60 rpm Nach dem Übertragen der Membranstücken in ein Reaktionsgefäß, 

erfolgten drei Waschschritte bei Raumtemperatur auf einen Rollermixer. Die Aktivitätsbe-

stimmung im Überstand erfolgte wie in Abschnitt 2.7.1 und auf der Membran wie in Abschnitt 

2.7.3 beschrieben.  

Membran mit NTA funktionalisiert

Enzym

Protein (Enzym) mit Histidin-tag
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Waschen der RO-
Membran mit VE-

Wasser

Inkubation (30 min) der Membran 
mit 2% GA-Lösung in 

Kopplungspuffer I

Inkubation (1 h,) der 
Membran mit 20 mM Lysine-

NTA in Kopplungspuffer I

Waschen mit Kopplungspuffer I 
(50 mM Na-Phosphatpuffer pH 6,0; 

50 mM NaCl)

Abnahme von 
Puffer von der 

Membran

Bestimmung der 
Restaktivität der 

Enzymlösung

Inkubation (30 min) Membran 
mit 318 AU/mL Alginat Lyase 

in Waschpuffer I 

Inkubation (30 min) 
der Membran mit 0,1 M 

Cyanoborhydrat in VE-Wasser

Waschen  mit VE-
Wasser

Bestimmung der 
Aktivität auf dem 

Träger

Abnahme der Enzymlösung 
und Transfer der Membran in 

Reaktionsgefäß

Lagerung des Immobilisats 
in  Substratpuffer (20 mM 
Tris/HCl pH 7,5) bei 4 °C

Waschen mit 
Waschpuffer I

Waschen mit 
Kopplungspuffer I 

waschen

Inkubation (30 min) der 
Membran mit VE-Wasser

Waschen mit Waschpuffer I 
(50 mM Na-Phosphatpuffer 

pH 7,5; 50 mM NaCl) 

Inkubation (15 min) mit 1 % 
NiSO4 in VE-Wasser

Waschen mit VE-
Wasser 

Waschen mit 
Substratpuffer 

Abb. 2-17 Schematischer Ablauf der Modifikation der RO-Membranen und die 
anschließende Immobilisierung der Alginat Lyase über den His-tag. VE-Wasser: voll 

entsalztes Wasser; GA: Glutaraldehyd; NTA: Nitrilotriessigsäure. 

2.13.6 Immobilisierung via Disulfidbrücken an RO-Membranen 
Zur Kopplung der Cystein-Varianten der Alginat Lyase an die RO-Membranen wurden diese 

zuvor mit einem Linkermolekül (Sulfo-LC-SPDP) aktiviert. Die Reaktionen sind in Abb. 2-18 

gezeigt. Der methodische Ablauf der Modifikation und der Immobilisierung ist in Abb. 2-19 

dargestellt.  



2   Material und Methoden  60 

Abb. 2-18 Reaktionen zur Funktionalisierung der RO-Membran mit Sulfo-LC-SPDP und 

anschließende Kopplung des Enzyms. Die Aminogruppen der Oberfläche reagieren mit 

dem Kopplungsagens Sulfo-LC-SPDP. Die chromophore Gruppe (Pyridin-2-thion) wurde 

durch das Protein mit Cystein-Gruppen eluiert und das Protein band sich an die Oberfläche. 

Waschen der 
Membran mit 

VE-Wasser

Zugabe von 2 mL 0,5 mM Sulfo-LC-SPDP 
Lösung in Kopplungspuffer II auf die 

Membran 

Abnahme des 
Überstands von der 

Membran

Waschen mit Kopplungspuffer II (50 mM 
Na-Phosphatpuffer pH 7,2; 150 mM NaCl; 

10 mM EDTA)

Waschen mit 

Kopplungspuffer II 

Bestimmung der  

Restaktivität der 
Enzymlösung

Abnahme der 

Enzymlösung von der 
Membran

Bestimmung der 

Aktivität auf dem 
Träger 

Lagerung des Immobilisats 

in Substratpuffer  bei 4 °C

Inkubation (30 min, RT)

Zugabe von 5 mL Algiat 
Lyase Lösung (10 U/mL)  in 

Kopplungspuffer II auf 
Membran

Inkubation (2 h, RT)

Waschen mit 

Hochsalzpuffer I (50 mM 
TrisHCl pH 7,5; 1 M NaCl) 

Waschen mit 

Substratpuffer (20 mM 
Tris/HCl pH 7,5)

Abb. 2-19 Schematischer Ablauf der Modifikation der RO-Membran und anschließende 

Immobilisierung der Cystein-Varianten der Alginat Lyase. 

Für die Immobilisierung wurden verschiedene Cystein-Varianten der Alginat Lyase (siehe 

2.8.8) eingesetzt. Dafür wurden die Varianten zuvor mittels SEC, wie in Abschnitt 2.12 be-

schrieben, vom Reduktionsmittel β-Mercaptoethanol abgetrennt. Die Aktivitätsbestimmung 

erfolgte wie in Abschnitt 2.7.3 erläutert. 

Enzym

Enzym

Oberfläche mit 
Aminogruppen

Sulfo-LC-SPDP

Protein über Disulfidgruppe gekoppelt

Protein mit 
Cysteinrest

Pyridyldithiol aktivierte Oberfläche

Pyridin-2-thion
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3 Ergebnisse 
Ziel dieser Arbeit waren Untersuchungen zur Herstellung und der gezielten Immobilisierung 

einer Alginat Lyase. Zur Produktion des Enzyms war es zunächst notwendig die rekombinan-

te Expression zu etablieren.  

3.1 Produktion der Alginat Lyase in E.coli 
Miyake und Kollegen publizierten im Jahr 2004 eine Gensequenz für eine Alginat Lyase, A-

II‘, aus Sphingomonas sp. A1, welche ein breites Substratspektrum aufweist [Miyake et al., 

2004]. In dieser Arbeit wurde beschrieben, wie das Enzym erfolgreich in E.coli exprimiert und 

charakterisiert wurde. Gentechnisch wurde ein His-tag zu Reinigungszwecken angehängt. 

Das Gen wurde durch eine Homologiestudie entdeckt, es zeigt eine große genetische Ähn-

lichkeit zu dem Enzym Alginta Lyase A1-I.aus Sphingomonas sp. A1. Zusätzlich trug das 

Gen eine N-terminale Erweiterung von 81 Nukleotiden. Um die Ergebnisse vergleichen zu 

können, wurde in der vorliegenden Arbeit das Enzym um 27 Aminosäurereste (entspricht 

den 81 Nukleotiden) am N-Terminus gekürzt [Miyake et al., 2004]. Die Nukleotidsequenz 

(Uniprot ID: Q75WP3 [UniProt, 2014]) dieses Enzyms war Vorlage für alle folgenden Unter-

suchungen in dieser Dissertation. Das Gen für die Alginat Lyase wird im Folgenden mit Al-

gLys abgekürzt. Für die Expression in E.coli sollte die Codon Usage angepasst und ebenfalls 

ein His-tag am C-Terminus angehängt werden. Zudem wurden zu Klonierungszwecken vor 

und nach der Gensequenz Restriktionsschnittstellen eingefügt.  

3.1.1 Gendesign für die Alginat Lyase 

Mit Hilfe des Programms Gendesigner wurde die Nukleotidsequenz der Alginat Lyase so 

optimiert, dass sie an die Codon Usage von E.coli angepasst ist. In Abb. 3-1 wird die Codon 

Usage für E.coli und Sphingomonas sp. A1 verglichen. Man erkennt, dass einige Codons, 

wie z.B. CAG für Glutamin, von beiden Organismen gleich und in ähnlicher hoher Frequenz 

genutzt werden. Es gibt aber auch Codons, wie z.B. CTC für Leucin, welche in beiden 

Organismen gleich selten genutzt werden. Eine Expression könnte durch geringe Codon 

Nutzung geringer ausfallen. Es sollte daher bei einer Expression in E.coli das Codon CTG 

genutzt werden. Dieses Codon kommt in hoher Frequenz vor. Demnach stehen vermutlich 

genügend t-RNAs für die Translation zur Verfügung. Die Nukleotidsequenz des Gens wurde 

gegen die Häufigeit der Codons in der E.coli Codon-Usage-Tabelle aufgetragen und ist in 

Abb. 3-2 dargestellt. Für die Sequenz des Alginat Lyase Gens waren die Codons CTC, CTT 

und TTG kritisch. Diese codieren für Leucin und wurden durch CTG ersetzt. Die 

Nukleotidsequenz und die daraus resultierende Aminosäuresequenz ist im Anhang in Kapitel 

8 unter Abb. 8-1 dargestellt.  
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Abb. 3-1 Vergleich der Codon Usage von E. coli und Sphingomonas sp. A1. Für den 

Vergleich wurde die Software GCUA (Graphical Codon Usage Analyser) genutzt [Fuhrmann 

et al., 2004]. Die Codon Usage Tabellen wurden aus der Kazusa-Datenbank entnommen 

[Nakamura et al., 2000]. 
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Für die Expression des Enzyms Alginat Lyase aus Sphingomonas sp. A1 wurde das Gen mit 

einer optimierten Sequenz durch die Firma MWG-Eurofin synthetisiert und in den 

Expressionsvektor pET-20b(+) kloniert. Dieser Vektor wurde ausgewählt, da dieser die 

Möglichkeit der Selektion durch eine Ampicillinresistenz bietet und die Expression erst mit 

der Induktion mittels IPTG erfolgt. Nach Erhalt der Plasmid-DNA wurde diese in den 

Expressionsstamm E.coli BL21 (DE3) Gold transformiert (vgl. Abschnitt 2.8.5).Von den 

erhaltenen Klonen wurden acht in einer Kolonie-PCR (vgl. Abschnitt 2.8.9) mit Primern für 

den T7-Promotor und T7-Terminator eingesetzt und die erhaltenen Amplifikate mittels 

Gelelektrophorese analysiert. Das Ergebnis der Elektrophorese ist in Abb. 3-3 dargestellt. 

Abb. 3-3 Auswertung der Agarosegelelektrophorese nach Kolonie PCR der 
Transformanten des pET-20b(+)-AlgLys Konstruktes. (1 % Agarosegel) Spur 1 bis 8: 

Amplifikate acht verschiedener Klone, die mittels Kolonie-PCR unter Verwendung von T7-

Promotor und T7-Terminator Primern erhalten wurden [je 3µl].  

Für sieben Klone konnte ein PCR-Fragment mit 800 bp amplifiziert werden. Die Amplifikat-

größe entsprach den Erwartungen und damit sind die sieben Klone als positiv zu werten. Ein 

Klon (Spur 6) zeigte ein Nebenprodukt und ist somit als negativ zu bewerten. Die Plasmid 

DNA vom Klon 2 (Spur 2) wurde sequenziert und künftig als pAL (pET-20b(+) inklusive Al-

gLys-Gen) bezeichnet. Das Ergebnis stimmte zu 100 % mit der in Auftrag gegebenen Se-

quenz überein (ausgeführt durch MWG-Eurofins). Von diesem E.coli Klon wurde eine Kryo-

kultur angelegt (Abschnitt 2.8.6), diese war dann Ausgangspunkt für alle weiteren Untersu-

chungen. 

3.1.2 Expression der Alginate Lyase auf LB-Medium 

Zunächst wurde die Expression des AlgLys-Proteins im klassischen LB-Medium [Bertani, 

1951] untersucht. Die Expression des Enzyms wurde in Anlehnung an die Literatur [Miyake 

et al., 2004] durchgeführt. Für die Expression des Enzyms wurden E.coli–Zellen, die pAL 

Amplifikat des 
AlgLys-Gens  
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tragen, in LB-Medium inokuliert und, wie in Abschnitt 2.9.1 beschrieben, kultiviert. Um zwi-

schen löslichen und unlöslichen Proteinen zu differenzieren, wurden 1/OD-Proben, wie in 

Abschnitt 2.6.1 erläutert, aufbereitet. Anschließend wurden die Proben mittels SDS-PAGE 

analysiert (Abschnitt 2.6.2). Das Ergebnis ist in Abb. 3-4 dargestellt. Es ist erkennbar, dass 

es bereits vor der Induktion zur Expression des Gens kam und das Zielprotein (MW 25,5 

kDa) im geringen Umfang exprimiert wurde. Der T7-Promotor des pET-20b(+)-Vektors be-

sitzt eine sogenannte Basalexpression und ist somit nicht zu „100 % dicht“. Dieser Effekt 

wird als „leaky“ Expression [Giacalone et al., 2006] bezeichnet.  

Abb. 3-4 SDS-PAGE-Analyse der Expression der Alginat Lyase in LB-Medium bei 
16°C. Die Kultur wurde mit einer Vorkultur, welche 16h bei 37°C gewachsen war, inokuliert. 

Es wurde eine OD von 0,1 eingestellt und die Kultur bei 37°C bis zu einer OD von 0,5 

kultiviert (ca. 2h). Es wurde zu zwei verschiedenen Zeitpunkten eine 1/OD Probe erstellt. 0 h 

= vor der Induktion; 16 h = 16 Stunden nach Induktion mit 0,1 mM IPTG. In Spur 4 (M) wurde 

ein Protein-Marker aufgetragen [5 µl]. Die Proben wurden in Gesamtzellprotein (A), 

unlösliche Proteine (P) und lösliche Proteine (L) unterschieden [Beladung je 10 µl Probe]. 

In Spur 6 und 7 in Abb. 3-4 sind zwei annähernd gleich starke Banden der Alginat Lyase zu 

erkennen. Daher ist anzunehmen, dass die Verteilung des Enzyms nach dem enzymatischen 

Aufschluss mittels Lysozym in unlösliche und lösliche Fraktion, in etwa gleich ist. Im späteren 

Verlauf wurde ein Hochdruckhomogenisator (HDH) eingesetzt. Dabei zeigte sich, dass der 

wesentliche Anteil des Enzyms in der löslichen Fraktion zu finden ist (Abschnitt 3.1.3). 

Die Expression bei 16°C über 16 h in LB-Medium war erfolgreich. Das Enzym Alginat Lyase 

wurde überexprimiert und konnte im löslichen und unlöslichen Anteil der Zellproteine nach-

gewiesen werden. Die Biomasse wurde abzentrifugiert und bis zur weiteren Verwendung bei 

-22°C gelagert.  
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3.1.3 Reinigung der Alginat Lyase mittels Affinitätschromatographie 
Nachdem die Expression des Enzyms durchgeführt wurde, erfolgte die Reinigung. Die Bio-

masse wurde mittels Hochdruckhomogenisator aufgeschlossen. Anschließend wurden die 

unlöslichen Bestandteile von dem Rohenzymextrakt mittels Zentrifugation bei 20.000 g abge-

trennt. Der Überstand wurde mittels Metall-Chelating-Affinitätschromatographie aufgearbeitet 

und dadurch das Zielprotein aufgereinigt. Der gesamte Prozess ist in Abschnitt 2.10 ausführ-

lich erläutert. Der Verlauf der Reinigung wurde sowohl am Computer mit Hilfe der Software 

Unicorn 4.10 (Amersam Biosiences) als auch mit SDS-PAGE-Analyse (siehe Abschnitt 2.6.1) 

verfolgt und ist in Abb. 3-5 gezeigt. 

Anhand der UV-Kurve (schwarze Linie) ist erkennbar, dass zunächst nichtbindende Proteine 

die Säule passieren. Während des folgenden Waschschrittes eluierte bereits eine geringe 

Menge Zielprotein (vgl. SDS-Page Abb. 3-5 B Spur 6 deutliche Bande der Alginat Lyase bei 

25 kDa). Dieses Austragen lässt sich mit dem Erreichen der Säulenkapazität erklären und 

wurde in späteren Experimenten vermieden, indem eine größere Säule und Material mit hö-

herer Kapazität benutzt wurden (vgl. Abschnitt 2.10.2). Nach dem Waschschritt wurde die 

Elution damit initiiert, dass ein Stufengradient von 10 auf 500 mM Imidazol gefahren wurde. 

Mit zunehmender Imidazolkonzentration setzte die Elution des Zielproteins ein. Indikator war 

hier die Leitfähigkeit (rote Linie). In der anschließenden SDS-PAGE ist erkennbar, dass im 

Vergleich von Spur 1 (Gesamtzellprotein) und Spur 2 (lösliches Protein) der Hauptanteil des 

Zielproteins in der löslichen Fraktion zu finden ist. Im Durchlauf und der Waschfraktion (Spur 

4 und 5) sind nur geringe Mengen an Enzym zu finden. Die Elutionsfraktionen (Spur 8-14) 

zeigen einen hohen Anteil an Alginat Lyase und nur geringe Verunreinigungen. 

Insgesamt war die Reinigung erfolgreich. Das Reinigungsprotokoll wurde mit Tris/HCl- bzw. 

Natriumphosphatpuffer mehrfach erfolgreich während der Arbeit wiederholt.  
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Abb. 3-5 Reinigung der Alginat Lyase aus E. coli  
A: Chromatogramm der IMAC. Das Rohenzymextrakt (41 mL) wurde auf eine Nickel-

Sepharose Säule (H 200 mm; Ø 16 mm) aufgetragen. CV: 5,1 mL; Flussrate: 3 mL/min. 

Nach Probenauftrag wurde die Säule mit 4 CV Bindepuffer gewaschen. Anschließend wurde 

über einen Stufengradienten mit 0-100 % Elutionspuffer und einen Gradienten Delay von 30 

mL eluiert. Mittels UV-Detektor (280 nm) wurde eluiertes Protein detektiert  

B: SDS-PAGE. Die Expression des Enzyms erfolgte in E.coli BL21 (DE3) Gold mit pAL in 

LB-Medium im 500 mL Maßstab bei 16 °C. Induktion mit 0,1 mM IPTG für 4h. Vor Proben-

auftrag wurden die Proben im Verhältnis 1:2 mit Probenpuffer gemischt und 5min bei 99 °C 

inkubiert. Spur 1: Gesamtprotein [A] vor HDH; 2: lösliche Fraktion [L] nach HDH; 3: unlösli-

che Fraktion [P] nach HDH; 4: Durchlauf [D]; 5: Waschfraktion [W]; 6: Peak bei 60 mL [F1]; 7: 

Maker [M]; 7-12 Elutionsfraktionen A8 – A10 (1:20 Verdünnungen).  

A 

B 
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Im Anschluss wurde die Aktivität und der Proteingehalt des Rohenzymextraktes der Elutions-

fraktionen (oder entsprechend die Fraktionen gepoolt) gemessen (siehe 2.7.1). Da Alginat 

Lyase ein Polymer-spaltendes Enzym ist (vgl. Abschnitt 1.1.5) und kein einheitliches Produkt 

entsteht, lässt sich keine klassische Aktivität berechnen. In dieser Arbeit wurde deshalb zur 

Beschreibung der Aktivität, wie in der Literatur [Haugen et al., 1990; Shin et al., 2010], die 

Absorptionsunits (AU) gewählt. Dabei entspricht eine AU der Zunahme der Absorption bei 

235 nm um 1 pro Minute bei definiertem pH-Wert (7,5) und Temperatur(25°C). Abschließend 

wurde eine Reinigungstabelle erstellt. In Tabelle 3-1 ist eine solche Reinigungstabelle für die 

Chromatographie dieses Abschnittes, exemplarisch für alle später folgenden, dargestellt. 

Tabelle 3-1 Reinigungstabelle für Alginat Lyase aus E.coli mittels Nickel-

Affinitätschromatographie.  

RS 
Volumen 

[mL] 

Protein 
Konz. 

[mg/mL] 

Spezifische 
Aktivität 

[AU235nm/mg] 

Gesamt 
Aktivität 
[AU235nm] 

Ausbeute 
[%] 

RF 

RE 41 4,17 21,3 3638,8 100 1.0 

IMAC 8 5,29 75,2 3166 87 3,5 

RS: Reinigungsschritt; RF: Reinigungsfaktor; RE: Rohenzymextrakt 

Das gereinigte Enzym konnte sowohl in Elutionspuffer als auch dialysiert in anderen gängi-

gen Puffern, wie 50 mM Tris/HCl pH 7,5 und 50 mM Natriumphosphatpuffer pH 7,5, über 

mehrere Wochen bis zur Verwendung gelagert werden (vgl. Abschnitt 3.2.3). 



3  Ergebnisse   69 

3.1.4 Untersuchung zur Anpassung der Kultivierung für ein Up-
scaling der Enzymproduktion 

In Hinblick auf die Produktion größerer Mengen sollte die Expression des Enzyms so ange-

passt werden, dass eine Fermentation im 10 L Maßstab möglich ist. Bei einer Temperatur 

von 16°C ist die Translationsgeschwindigkeit in E.coli Zellen vermindert und somit die Lös-

lichkeit der Zielproteine erhöht. Es sollte untersucht werden, ob die Kultivierung bei 24°C zu 

ähnlichen Enzymausbeuten führt. Zudem wurde der Einsatz eines modifizierten Mediums 

nach Gerber [Gerber et al., 2008] getestet. Der Einsatz von Komplexmedium im Bioreaktor 

mittels Fed-batch Verfahren führt oft zu hohen Biomasseausbeuten. Glycerin wurde als Koh-

lenstoff-Quelle genutzt. Mit Änderung der Temperatur und des verwendeten Mediums konn-

ten die folgenden Beobachtungen gemacht werden. Die Biofeuchtmasse wurde um 0,34 g 

erhöht. Die Enzymmenge im Rohenzymextrakt konnte um Faktor 2,5 erhöht werden. Diese 

Ergebnisse sind in Abb. 3-6 dargestellt 

0.0

0.5

1.0

1.5

2.0

2.5  Biofeuchtmasse

Bi
of

eu
ch

tm
as

se
 [g

]

0

2300

4600

6900

9200

11500

 Aktivität

Ak
tiv

itä
t i

m
 R

oh
en

zy
m

ex
tra

kt
 [A

U]

LB Medium
(18 h Kultivierung)

16 °C

GB Medium
(11 h Kultivierung)

24 °C 

Abb. 3-6 Biomasseausbeute und Aktivität der Alginat Lyase unter verschiedenen 
Expressionsbedinungen. Es wurde je 500 mL Hauptkultur des entsprechenden Mediums 

mit einer Vorkultur aus LB angeimpft und eine Start OD600 von 0,1 eingestellt. Die 

Kultivierung bis zum Erreichen einer optischen Dichte von ca. 0,5 wurde bei 37°C 

durchgeführt. Dann erfolgte mit 0,1 mM IPTG die Induktion und die entsprechende 

Expressionstemperatur wurde eingestellt. Die Zellen wurden nach der angegebenen Zeit 

geerntet und die Biofeuchtmasse (BFM) ermittelt. Anschließend erfolgte der Zellaufschluss 

mittels HDH. Nach der Zentrifugation wurde im Rohenzymextrakt mittels Enzymassay 

(Abschnitt 2.7.1) die Aktiviät bestimmt.  
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3.2 Charakterisierung der Alginat Lyase 
Nachdem die Produktion (vgl. Abschnitt 3.1) des Enzyms Alginat Lyase etabliert war, erfolgte 

vor dem Einsatz in Immobilisierungsversuchen eine Charakterisierung des Biokatalysators.  

3.2.1 Bestimmung der kinetischen Parameter der Alginat Lyase 
Zur Charakterisierung eines Enzyms werden unter anderem die Reaktionskonstante KM und 

die maximalen Reaktionsgeschwindigkeiten Vmax bestimmt. Die Parameter KM und Vmax wur-

den mit Alginat (MW 100.000 – 200.000 g/mol [Sigma-Aldrich, 2012]) und mit Mannuronsäu-

re Oligosaccharide (25 bis 35 Monosaccharid Einheiten; Firma Elicityl) bestimmt. Im Folgen-

den wird diese Verbindung mit MOS abgekürzt. Die Versuchsbeschreibung ist in Abschnitt 

2.7.1 gezeigt. In Abb. 3-7 ist das Ergebnis dargestellt. 
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Abb. 3-7 Abhängigkeit der Alginat Lyase-Aktivität von der Substratkonzentration 
zweier verschiedener Substrate. Für die Ermittlung der Michaelis-Menten-Kinetik wurden 

verschiedene Substratkonzentationen im Standardassay (vgl. Abschnitt 2.7.1, pH 7,5 und 

25°C, 4,2 mg/ml Enzym) eingesetzt und die resultierende Aktivität gegen die Konzentration 

aufgetragen. Die Anpassung der Daten erfolgte mit Hilfe der Formel 3-1. 

𝐲 =
𝐕𝐦𝐚𝐱 ∙ [𝐒]

(𝐊𝐌 + [𝐒])
 

Formel 3-1:  y = Aktivität; S = Substratkonzentration; Vmax = maximale Reaktionsgeschwin-

digkeit; KM = Reaktionsgeschwindigkeitskonstante 
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Tabelle 3-2 Parameter für die Anpassung nach Michaelis-Menten für die Alginat Lyase Kine-

tik. 

Substrat 
Parameter 

Vmax [AU/mL] KM [mg/mL] R2 

Alginat 724,06 ± 25,396 0,14 ± 0,0200 0,992 

Mannuronsäure 
Oligosaccharid 

684,44 ± 13,33 0,414 ± 0,036 0,998 

Für das Substrat Mannuronsäure Oligosaccharide wurde ein größerer KM-Wert im Vergleich 

zum polymeren Substrat Alginat ermittelt. Mit dem KM-Wert kann die optimale Konzentration 

an Substrat ermittelt werden, die notwendig ist um den Assay in Substratsättigung durchzu-

führen.  
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3.2.2 Aktivität der Alginat Lyase unter salinen Bedingungen 
Eine mögliche Anwendung des Enzyms Alginat Lyase liegt in der Vermeidung von Biofilmen 

im Reverse Osmose Prozess. Dieser Prozess findet Anwendung in der Aufbereitung von 

Brackwasser und Meerwasser. Deshalb wurde untersucht, in welchem Maß das Enzym salz-

tolerant ist. Dafür wurde der Aktivitätsassay so modifiziert (siehe Abschnitt 2.7.2), dass die 

Aktivität bei verschiedenen Salzkonzentrationen gemessen werden konnte. Das Ergebnis ist 

in Abb. 3-8 graphisch dargestellt. Es ist deutlich zu erkennen, dass zunächst die Aktivität mit 

steigender Natriumchloridkonzentration zunimmt. Ab etwa 90 mmol/L NaCl sinkt die Aktivität 

allerdings kontinuierlich. Erhöht sich die Konzentration auf über 300 mmol/L NaCl, sinkt die 

Aktivität auf unter 50 %.  
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Abb. 3-8 Alginat Lyase-Aktivität in Abhängigkeit von der Natriumchloridkonzentration. 
Der Standardassay (Abschnitt 2.7.1) wurde so modifiziert, dass die Substratlösung 

verschiedene Salzkonzentrationen aufwies und somit die Änderung der Aktivität unter 

verschiedenen salinen Bedingungen getestet werden konnte. Die Aktivität ohne 

Natriumchlorid wurde 100 % gesetzt. 

Brackwasser wird laut NGWA (National Ground Water Association®) mit 1000 bis 

10.000 ppm gelösten Salzen angegeben [NGWA, 2010]. Das entspricht 0,1 bis 1 % oder 

maximal 171 mmol/L NaCl. In diesem Bereich ist das Enzym hoch aktiv (Abb. 3-8). Meer-

wasser kann bis zu 35.000 ppm Salz enthalten und hat damit 3,5 % oder bis zu 600 mmol/L 

NaCl in Lösung. In diesem Bereich wird nur eine geringe Enzymaktivität (<10 %) erreicht.  
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3.2.3 Stabilität der Alginat Lyase in Abhängigkeit von der Zeit 
In Hinblick auf eine industrielle Anwendung des Enzyms ist die Stabilität über die Zeit in Ab-

hängigkeit von der Temperatur von großem Interesse. Um dies zu untersuchen, wurde das 

Enzym in löslicher Form in 50 mM TrisHCl-Puffer, pH 7,5 bei -20°C, 4°C und Raumtempera-

tur, für 24 Wochen gelagert und mehrfach die Aktivität bestimmt (vgl. Abschnitt 2.7.1). Aus 

Abb. 3-9 ist abzulesen, dass die Lagerungsbedingungen in einem Zeitraum von fünf Wochen 

keinen signifikanten Einfluss auf die Veränderung der Aktivität über die Zeit haben. Insge-

samt sinkt die Aktivität um 5-10 % innerhalb dieser Zeit. Bei längerer Lagerung des Enzyms 

sinkt die Aktivität auf 25 % bei Raumtemperatur und bis zu 60 % bei 4°C Lagertemperatur. 

Besonders stabil zeigte sich die Enzymlösung, wenn sie mit 50 % (v/v) Glycerol versetzt und 

bei -20 °C gelagert wurde. Der Aktivitätsverlust betrug dabei nach 24 Wochen nur 11 %.  
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Abb. 3-9 Alginat Lyase-Aktivität über die Zeit. Aus einer definierten Enzymlösung wurde je 

ein Anteil bei -20 °C (in 50 % (v/v) Glycerol) sowie bei 4°C und bei RT (ohne Glycerol) 

gelagert, und in regelmäßigen Abständen die Aktivität bestimmt (Abschnitt 2.7.1). Es sind 

relative Werte dargestellt, wobei das Ergebnis der ersten Messung 100 % gesetzt wurde. 
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3.2.4 Stabilität der Alginat Lyase nach Sprühtrocknung 
Eine Variante Enzyme stabil zu lagern ist die Sprühtrocknung. Es wurde untersucht, ob eine 

Sprühtrocknung des Enzyms möglich ist. Des Weiteren wurde die Stabilität des Enzyms 

nach diesem Prozess studiert. Die Versuchsbeschreibung ist in 2.11 dargestellt. In Abb. 3-10 

ist das Ergebnis zusammengefasst. 
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Abb. 3-10 Aktivität der Alginat Lyase nach Sprühtrocknung. Eine definierte Menge 

Enzym wurde in einer Maltodextrinlösung (Verhälnis Protein zu Träger war 1:100) verdünnt 

und zur Sprühtrocknung eingesetzt. Die Versuchsbeschreibung ist in Abschnitt 2.11 

aufgeführt. Vor bzw. nach der Sprühtrocknung wurde die Aktivität, wie in Abschnitt 2.11 

beschrieben, gemessen. Anschließend wurde das pulvrige Produkt bei 4 °C, 

Raumtemperatur und -22 °C gelagert, und nach 66 Tagen die Enzymaktivität bestimmt. Für 

die Aktivitätsbestimmung nach der Sprühtrocknung bzw. Lagerung wurde das Produkt in VE-

Wasser so gelöst, dass die Ausgangskonzentration (theoretisch) wiederhergestellt wurde. 

Aus Abb. 3-10 ist abzulesen, dass die Aktivität infolge des Sprühtrocknungsprozesses um 

etwa 34 % sank. Die verschiedenen Lagerungsbedingungen hatten keinen Einfluss auf die 

Stabilität des Enzyms in getrockneter Form. Das Enzym Alginat Lyase ließ sich also in Ge-

genwart von 99 % Maltodextrin sprühtrocknen. Zudem war es bis zu zwei Monate in Pulver-

form stabil lagerungsfähig.  
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3.3 Untersuchung zur gerichteten Immobilisierung an po-
rösen Trägern 

Nachdem das Enzym charakterisiert wurde, werden in den nächsten Abschnitten die Ergeb-

nisse zur Immobilisierung der Alginat Lyase dargestellt. 

Bei einer gerichteten Immobilisierung wurde ein Enzym auf einer Oberfläche so ausgerichtet, 

dass das aktive Zentrum zum Substrat hin exponiert ist. Dabei wurden möglichst die Berei-

che des Proteins modifiziert, die keinen Einfluss auf die Katalyse haben. Im Fall der Alginat 

Lyase boten sich zwei Strategien an. Zum einen lag der His-tag günstig gegenüber dem akti-

ven Zentrum (vgl. Abb. 3-12). So konnte dieser zur Immobilisierung über Nitrilotriessigsäure- 

und Iminodiessigsäurereste (NTA oder IDA) genutzt werden. Zum anderen sollten gezielt 

Aminosäurereste durch Cystein ausgetauscht werden, damit eine Kopplung über Thiolgrup-

pen möglich wird.  

Ein Ziel dieser Arbeit war die gezielte und wenn möglich, reversible Immobilisierung der Algi-

nat Lyase an Reverse Osmose Membranen. Bevor dieser bislang nur unzureichend charak-

terisierte Träger untersucht wurde, sollte die grundsätzliche Machbarkeit der gezielten rever-

siblen Immobilisierung an kommerziell erhältlichen und gut charakterisierten Trägern unter-

sucht werden. Dafür wurden zunächst poröse Träger genutzt. Diese bieten eine hohe Kapa-

zität, haben aber den Nachteil, dass es im Fall von polymeren Substraten, wie hier z.B. Algi-

nat, zu hohen Diffusionslimitierungen kommen kann. 
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3.3.1 Untersuchung zur Immobilisierung über His-tag  

Zunächst wurde die Aktivität der an Nickel-Sepharose-Beads (Chelating Sepharose Fast 

Flow) gebundenen Alginat Lyase untersucht. Da die Reinigung mit diesem Material erfolg-

reich war (Abschnitt 3.1) wurde angenommen, dass das Enzym stabil am Material gebunden 

wird. Die Aktivität wurde allerdings erst nach der Elution mit dem löslichen Enzym getestet. 

Nun sollte der am Chromatographiematerial gebundene Biokatalysator untersucht werden. 

Bei diesem Experiment (Abschnitt 2.13.1) konnten 68 % des Enzyms gebunden werden. 

Allerdings konnte nur 1,4 % der Ausgangsaktivität auf dem Material gemessen werden. Nach 

der Elution wurde nahezu die gesamte gebundene Aktivität wieder gefunden. Die Ergebnisse 

sind in Abb. 3-11 dargestellt. Es kommt wahrscheinlich zur Diffusionslimitierung, welche die 

Ausbeute stark verfälscht. Schlussfolgernd kann festgehalten werden, dass eine reversible 

Immobilisierung der Alginat Lyase an Nickel-Sepharose möglich ist. Insgesamt konnte eine 

Ausbeute von 1,35 AU/gSepharose (≈ 18 mgEnzym/gSepharose) erzielt werden.  

 

Abb. 3-11 Immobilisierung von Alginat Lyase an Nickel-Sepharose-Beads. Es wurde ca. 

1g Nickel-Speharose-Material mit 831,3 AU Alginat Lyase inkubiert. Nach Abnahme des 

Überstandes, wurde das Material mehrfach gewaschen und die Aktivität auf dem Träger ge-

messen. Abschließend wurde ein Teil des Materials mit Puffer (50 mM Tris, 50 mM NaCl und 

500 mM Imidazol) inkubiert und somit Enzym wieder eluiert. Die genaue Durchführung ist 

Abschnitt 2.13.1 beschrieben. Die Angaben sind jeweils auf die Gesamtmenge bezogen. 

 

3.3.2 Untersuchung zur Immobilisierung über Thiolgruppen  

In diesem Abschnitt soll die Immobilisierung der Alginat Lyase mittels Thiolgruppen be-

schrieben werden. Es handelt sich dabei ebenfalls um eine gerichtete Immobilisierung. An-

hand der 3D-Struktur wurden drei Serin-Reste in der Aminosäuresequenz ausgewählt, wel-
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che sich durch ihre Lage auszeichneten. Sie lagen gegenüber vom aktiven Zentrum des En-

zyms (vgl. Abb. 3-12) auf zwei verschiedenen β-Faltblättern 

Abb. 3-12 3D-Modell der Alginat Lyase. Zur Darstellung wurde die PDB-Datei 2Z42 mit 

dem Computerprogramm PyMOL graphisch aufgearbeitet. Rot markiert sind die Serin-Reste, 

welche durch gerichtete Mutation in Cysteine substituiert wurden (S steht hier für Serin). Das 

aktive Zentrum ist gelb und der His-tag blau gefärbt. A und B stellen verschiedene Blickwin-

kel auf das gleiche Molekül dar. 

Cystein ist, wie Serin, polar und neutral geladen. Cystein trägt eine Thiolgruppe, während 

Serin eine Hydroxylgruppe besitzt (siehe Abb. 3-13). Da die Alginat Lyase A1-II‘ keine nati-

ven Cysteine in Ihrer Sequenz trägt, wäre eine Kopplung über Disulfidbrücken nur über diese 

Spots, welche durch gerichtet Mutationen substituiert wurden, möglich.  

A B 

Abb. 3-13 Strukturformel für Cystein (A) und Serin (B) 

Zur Einführung der Mutationen wurden acht verschiedene Primer entwickelt und über mehre-

re PCR-Schritte jede mögliche Einfach-, Zweifach- und Dreifach-Variante generiert (vgl. Ab-

schnitt 2.8.1). Nach erfolgreicher Transformation wurden verschiedene Klone sequenziert. 

Von jeder Variante wurde ein positiv sequenzierter Klon als Kryokultur bei -80 °C gelagert 

und für die folgende Produktion von Cystein-Varianten der Alginat Lyase genutzt. Die Pro-

duktion der Enzym Cystein-Varianten erfolgte analog zum Wildtyp-Enzym, wobei aber dem 

A B 

S221 

 S223 
S93 



3  Ergebnisse  78 

Elutionspuffer der IMAC β-Mercaptoethanol als reduzierendes Agens zugefügt wurde. Vor 

der Immobilisierung wurden die Cystein-Varianten über eine Größenausschlusschromato-

graphie (2.12) von dem β-Mercaptoethanol abgetrennt.  

Für die Immobilisierung wurde Activated Thiol SepharoseTM 4B genutzt. Dieses Material 

zeichnet sich durch eine hohe Kapazität (2-3 mg/mL für Mercaptoalbumin ist die reduzierte 

Variante des Humanen Albumins) und die Möglichkeit der Kopplung über Thiolgruppen aus. 

Thiolsepharose ist vierprozentige Agarose, welche durch Gluthathion und 2,2’-

Dipyridyldisulfid aktiviert wird. Reagiert das Material mit Proteinen, welche Cystein tragen, 

wird die chromophore Gruppe Pyridin-2-thion (bei 343 nm photometrisch messbar) eluiert. 

Die Reaktion der Cystein-Variante mit der Matrix ist in Abb. 3-14 dargestellt. 

Abb. 3-14 Reaktion eines Proteins mit Cystein-Rest und Thiolsepharose. Das Protein 

substituiert die chromophore Gruppe von der Matrix. Damit bildet sich eine Disulfidbrücke 

zwischen dem Protein und der Matrix. Zeitgleich wird die chromophore Gruppe von der 

Membran eluiert. 

Es wurde versucht die Wildtyp-Variante, zwei Einzelaustausch-Varianten, eine Doppelaus-

tausch- und eine Dreifachaustausch-Variante an das Material zu koppeln. Dafür wurde die 

Thiolsepharose mit den einzelnen Enzymlösungen inkubiert und im Anschluss die Aktivität 

im Überstand gemessen (siehe 2.13.2). Die Aktivität auf dem Träger wurde, wie in 2.7.4 be-

schrieben, gemessen. Zur Elution vom Träger wurde ein DTT-haltiger Puffer (siehe 2.3) ge-

nutzt. In Abb. 3-15 ist das Ergebnis der Immobilisierung dargestellt. 

Es konnten zwar 17 % der Wildtypaktivität gekoppelt werden, aber die Aktivität ließ sich we-

der auf dem Material noch in einer folgenden Elution wiederfinden (schwarze Balken in Abb. 

Enzym
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3-15 A). Dagegen konnten bei der Einzelaustausch-Variante S223C bis zu 69 % der einge-

setzten Aktivität gekoppelt werden (blauer Balken). Von der Doppelaustausch-Variante 

S93/223C wurden 48 % (oranger Balken) und der Dreifachaustausch-Variante 

S93/221/223C (violetter Balken) nur 22 % der Aktivität gekoppelt. Der größte Verlust bei den 

Cystein-Varianten zeigte sich bei der Doppelaustausch-Variante S93/223C mit knapp 32 % 

der theoretisch gekoppelten Aktivität. Der Verlust errechnet sich aus der theoretisch immobi-

lisierten Aktivität abzüglich der im Eluat nachweisbaren Aktivität. 

Auf dem Träger konnten für die Variante S93C bis zu 12 % der theoretisch immobilisierten 

Aktivität (diese ergibt sich aus der Aktivität im Überstand vor der Immobilisierung abzüglich 

der Aktivität im Überstand nach der Immobilisierung und der Aktivität in den Waschfraktio-

nen) nachgewiesen werden (roter Balken Abb. 3-15 B). Für die Dreifachaustausch-Variante 

S93/22/223C waren es nur 6 %. 

Von der theoretisch immobilisierten Aktivität konnten für die Einzelaustausch-Variante S93C 

94 % (roter Balken) und nur 63 % für die Variante S223C (blauer Balken) vom Material elu-

iert werden. Für die Mehrfachaustausch-Varianten waren es 33 % für S93/223C (oranger 

Balken) und 11 % für S93/21/223C (violetter Balken). 

Insgesamt bleibt hier als Ergebnis festzuhalten, dass die Alginat Lyase reversibel und aktiv 

an Thiolträger gebunden werden kann. Auch nach Lagerung bei 4°C in Substratpuffer, für 

mehr als vier Monate, konnte die gleiche Menge Enzym für alle Varianten von dem Material 

eluiert werden.  

Im Fall der Einzelaustausch-Variante S223C wurde insgesamt eine Ausbeute von 5,9 

AU/gSepharose (bezogen auf hochmolekulares Substrat) erzielt. 

In einem weiterführenden Experiment mit einem kürzerkettigen Substrat, Manururonsäure 

Oligosaccharid (nur 30 Monosaccharid-Einheiten), konnten 18 AU/gSepharose (3-fach mehr als 

mit dem Polymer Alginat) auf dem Träger nachgewiesen werden. Die Versuchsbeschreibung 

ist in 2.7.4 aufgeführt. Es wurden 47,3 U eluiert und somit 38 % der gebundenen Aktivität auf 

dem Träger mit dem kurzkettigen Substrat nachgewiesen. Alle Messdaten sind im Anhang 

zu finden. 
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Abb. 3-15 Immobilisierung verschiedener Cystein-Varianten der Alginat Lyase an Acti-
vated Thiol SpeharoseTM 4B.  
A: Darstellung der theoretisch immobilisierten und verloren gegangenen Aktivität. Für 

die Darstellung wurde die Ausgangsaktivität auf 100 % gesetzt. Für die Immobilisierung wur-

den 0,9 bis 1,2 g Thiolsepharose Beads mit 12 mL Enzymlösungen (0,1 mgprotein/mL) inku-

biert. Nach der Immobilisierung wurde der Überstand abgenommen und die Aktivität be-

stimmt (siehe Abschnitt 2.7.1). Danach folgten Waschschritte mit 50 mM Natriumphosphat-

puffer, pH 7,5, und verschiedenen NaCl-Konzentrationen. Die theoretisch immobilisierte Ak-

tivität ergibt sich aus der Aktivität im Überstand vor der Immobilisierung abzüglich der Aktivi-

tät im Überstand nach der Immobilisierung und der Aktivität in den Waschfraktionen. Der 

Verlust errechnet sich aus der theoretisch immobilisierten Aktivität abzüglich der im Eluat 

nachweisbaren Aktivität.  

B: Darstellung der Aktivität auf dem Träger und im Eluat. Für die Berechnung der relati-

ven Aktivität wurde hier die theoretisch immobilisierte Aktivität auf 100 % gesetzt. Zehn mg 

von dem Immobilisat mit Substratlösung (20 mM Tris/HCl pH7,5; 2 mg/mL Alginat) wurden 

für drei verschiedene Zeiträume inkubiert und nach Abtrennen der Beads vom Überstand 

durch Filtration die Zunahme der Absorption bei 235 nmgemessen. Über die Zunahme der 

Absorption zu den verschiedenen Zeitpunkten wurde die Aktivität auf dem Material berech-

net. Zusätzlich wurden 100 mg Beads mit 50 mM DTT-Puffer versetzt, so dass das Enzym 

von dem Material eluiert wurde. Dieses Eluat wurde dann ebenfalls auf die Enzymaktivität 

untersucht (siehe Abschnitt 2.7.1). 
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3.3.3 Untersuchung der Stabilität der Alginat Lyase auf porösen 
Trägern 

Nachdem die unterschiedlichen Alginat Lyase-Varianten erfolgreich an Nickel- oder Thiolse-

pharose gebunden werden konnten, wurde nun die Stabilität der Aktivität beim mehrfachen 

Einsatz des Immobilisates als Katalysator getestet. Einer der großen Vorteile einer Immobili-

sierung von Biokatalysatoren ist die Wiederverwendbarkeit des Enzyms. 

Um dies zu prüfen wurde die Aktivität der Alginat Lyase, welche an Nickel- und Thiolsepha-

rose gekoppelt war, mehrfach bestimmt. Dabei wurde zwischen den einzelnen Katalyse-

schritten das Material mit Waschpuffer gewaschen. Die Durchführung ist in Abschnitt 2.7.6 

beschrieben. Das Ergebnis ist in Abb. 3-16 dargestellt. 
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Abb. 3-16 Aktivität der immobilisierten Alginat Lyase über mehrere Katalysezyklen. 
Das Wildtyp-Enzym wurde über den His-tag an Nickel-Sepharose und die Einzelaustausch-

Variante S223C über Cystein an Thiolsepharose gekoppelt und mehrfach zur 

Aktiviätsbestimmung eingesetzt. Dafür wurden 100 mg Beads abgewogen und mit Substrat 

für fünf Minuten inkubiert. Anschließend wurde die Substratlösung abfiltriert und der 

Überstand bei 235 nm vermessen. Die Beads wurden gewaschen und neu eingewogen. Die 

gewonnene Menge wurde anschließend erneut dem Assay unterzogen. Dieses Verfahren 

wurde fünf Mal wiederholt. Die Absorptionswerte in Abhängigkeit der Beadmenge wurden zur 

Berechnung der Aktivität genutzt. Die Ausgangsaktivität für die Nickel-Sepharose entsprach 

ca. 10 AU/gSepharose und für die Thiolsepharose ca. 2 AU/gSepharose. Diese Werte wurden 

jeweils auf 100 % gesetzt. Die genaue Versuchsbeschreibung ist unter Abschnitt 2.7.6 

aufgeführt.  
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Im Fall der Nickel-Sepharose sinkt die Aktivität kontinuierlich. Insgesamt nahm die Aktivität 

nach fünf Zyklen um 29 % ab. Allerdings konnte in den Waschfraktionen keine Aktivität 

nachgewiesen werden. Das deutet darauf hin, dass die Inkubation mit Substratlösung das 

Ablösen des Enzyms auslöst. Bei der Anwendung der Thiolsepharose stellte sich ein ande-

res Bild dar. Die Aktivität schwankte um 100 % und blieb damit stabil. 

3.4 Untersuchung zur Immobilisierung an funktionalisier-
ten nichtporösen Oberflächen 

3.4.1 Untersuchung zur Kopplung an Kupfer-funktionalisierten 
Glasoberflächen 

Im vorangegangenen Kapitel konnte gezeigt werden, dass eine stabile, orientierte und rever-

sible Immobilisierung der Alginat Lyase an porösen Trägern möglich ist. Für die Anwendung 

in der Filtration durch Membranen ist allerdings eine Kopplung an weniger porösen Oberflä-

chen essentiell. Um dieses Konzept der gerichteten Immobilisierung an wenig bis gar nicht 

porösen Oberflächen zu zeigen, wurde ein weiteres Modellsystem gewählt. Für die Untersu-

chung wurden verschiedene funktionalisierte Glasobjektträger verwendet. Es wurden eine 

Maleinimid- und Kupfer-funktionalisierte Oberfläche genutzt. Die Glasobjektträger besaßen 

eine PEG-Beschichtung, in der dann die verschiedenen Funktionen verankert waren. 

Zunächst wurde die Immobilisierung über den His-tag an Glasobjektträgern untersucht, wel-

che mit NTA-Gruppen funktionalisiert waren und Kupfer im Chelat-Komplex trugen. Als Kon-

trollen wurden unbehandelte Glasobjektträger mitgeführt. Die genaue Durchführung ist Ab-

schnitt 2.13.4 zu entnehmen. Auf der funktionalisierten Oberfläche wurden etwa 0,5 

mAU/cm2 nachgewiesen. Die Aktivität, welche durch Leaching frei wurde, hatte den gleichen 

Betrag. Demnach konnte das Enzym nicht stabil gekoppelt werden. Auf dem Kontrollobjekt-

träger konnte keine Aktivität nachgewiesen werden (Abschnitt 2.7.7). 

3.4.2 Untersuchung zur Immobilisierung an Maleinimid-
funktionalisierten Objektträger 

An die Maleinimid-funktionalisierten Glasobjektträger wurden das Wildtyp-Enzym, die Einzel-

austausch-Variante S93C und die Dreifachaustausch-Variante S93/221/223C gekoppelt. Die 

genaue Durchführung ist Abschnitt 2.13.3 zu entnehmen. Während der Immobilisierung 

nahm die Aktivität im Überstand um ca. 0,5 U ab. Im Fall des Wildtyp Enzyms konnte keine 

Aktivität auf dem Träger nachgewiesen werden. Für die Einzelaustausch-Variante S93C 
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konnten 0,05 mAU/cm2 und für die Dreifachaustausch-Variante 0,8 mAU/cm2 auf dem Glas-

objektträger nachgewiesen werden (Abschnit 2.7.7). Aus Abb. 3-17 A wird deutlich, dass die 

Dreifach- und Einzelaustausch-Variante das Polymer Alginat ähnlich gut umsetzten. Im Fall 

des Oligomers MOS kann die Dreifachaustausch-Variante deutlich mehr umsetzen. Diese 

erzielte den dreifachen Aktivitätswert der Polymerspaltung. Dagegen ist bei der Einzelaus-

tausch-Variante nur eine 1,5-fache Aktivitätserhöhung gegenüber dem hochpolymeren Sub-

strat zu verzeichnen. 
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Abb. 3-17 Aktivität immobilisierter Alginat Lyase Varianten.  
A: Vergleich der Aktivität der Einzelaustausch-Variante S93C und der Dreifachaus-
tausch-Variante S93/221/223C auf Maleinimid-funktionalisierten Glasobjektträgern 
immobilisiert. Zunächst wurde die Aktivität mit Alginat Substratlösung (siehe Abschnitt 

2.7.7) bestimmt. Im Anschluss wurden die Träger gewaschen und die Messung mit dem 

kurzkettigen Substrat MOS wiederholt.  

B: Stabilität der Enzymaktivität (Einzelaustausch-Variante S93C) auf dem Malinimid-
funktionalisierten Objektträger. Diese Daten sind von einem seperaten Experiment. Der 

Objektträger wurde nach der Immobilisierung mehrfach gewaschen und dann mit Substratlö-

sung (20 mM Tris/HCl pH7,5; 2 mg/mL Alginat) inkubiert. Nach definierten Zeiträumen wurde 

die Zunahme der Absorption bei 235 nm im Überstand gemessen und daraus die Aktivität 

berechnet (siehe Abschnitt 2.7.7). Anschließend wurde der Objektträger mit Substratpuffer 

(20 mM Tris/HCl pH 7,5) gewaschen und für die zweite Reaktion genutzt.  

Hinsichtlich der Stabilität (in Abb. 3-17 B dargestellt) war erkennbar, dass die Aktivität auf 

dem Träger nach einer Reaktion um 34 % abnahm (Abb. 3-17 B). Ein Leaching konnte nicht 
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festgestellt werden. Die Alginat Lyase lässt sich also prinzipiell an Oberflächen koppeln und 

nachweisen. Dieses Konzept sollte nun auf die Reverse Osmose Membran übertragen wer-

den. Zuvor jedoch wurde dessen Oberfläche hinsichtlich funktioneller Gruppen, an die eine 

kovalente Bindung erfolgen könnte, charakterisiert. 

3.5 Untersuchung der funktionellen Gruppen auf der Ober-
fläche von RO-Membranen 

Neben der Herstellung der Alginat Lyase war die Immobilisierung des Enzyms an RO-

Membranen eines der Hauptziele dieser Arbeit. Dafür wurden zunächst handgefertigte und 

später semi-automatisch produzierte Membranen verwendet.  

Als Ausgangspunkt für eine erfolgreiche kovalente Immobilisierung sind reaktive Gruppen 

auf der Oberfläche notwendig. Die verwendeten Membranen wurden zunächst auf Reaktan-

ten wie Amino- und Carboxylgruppen untersucht.  

Zur Bestimmung der Aminogruppendichte wurden zwei verschiedene Methoden angewen-

det. Zum einen eine indirekte Methode mit o-Phthaldialdehyde (OPA) [Janolino und Swais-

good, 1992] genutzt. Zum anderen wurde eine direkte Methode mit Sulfosuccinimidyl 6-[3´(2-

pyridyldithio)-propionamido] hexanoat (Sulfo-LC-SPDP) [Yoza et al., 2003] angewendet,. Die 

Methode mit OPA gilt als indirekt, da die Aminogruppen zunächst mit OPA abgesättigt wer-

den und anschließend das nicht abreagierte OPA nachgewiesen wird. Im Gegensatz dazu 

gilt die Methode mit dem Sulfo-LC-SPDP als direkt, da hier die Aminogruppen mit dem Rea-

genz reagieren. Der Überschuss wird abgewaschen und die chromophore Gruppe wird nur 

von dem gebundenen Ragenz direkt abgespalten und nachgewiesen. 

Für die Bestimmung der Carboxylgruppendichte wurde die Substanz Toluidinblau O (TBO) 

verwendet (vgl. Abschnitt 2.6.7) [Tiraferri und Elimelech, 2012].  
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Abb. 3-18 Bestimmung der Dichte der funktionellen Gruppen auf den RO-Membranen. 
Für die Bestimmung wurden kreisrunde Membranstücke ausgestanzt und in die 

Inkubationskammer (Abschnitt 2.4.1) eingespannt. Anschließend wurden die Membranen 

verschiedenen Assays zur Bestimmung der Aminogruppendichte (A) und der 

Carboxylgruppendichte (B) unterzogen. (Die Durchführung wurde in den Abschnitten 2.6.5, 

2.6.7 und 2.6.7 beschrieben.)  

Die Membranen wurden direkt vom Hersteller bezogen, welcher die Produktionsbedingungen 

ständig weiterentwickelt. Generell konnte für die beiden Assays der Aminogruppen-

Bestimmung beobachtet werden, dass sich die Werte für gleiche Membranen bei unter-

schiedlicher Methode um den Faktor 10 (vgl. Abb. 3-18 A) unterscheiden. Die Gründe wer-

den in Abschnitt 4.3 diskutiert. Zudem wurde festgestellt, dass die Aminogruppendichte, wel-

che mittels OPA-Assay gemessen wurde, von anfänglich 14 auf ca. 9 nmol/cm2 abnahm. 

Auch die Carboxylgruppendichte sank von 1,9 auf 1,2 nmol/cm2 ab (vgl. Abb. 3-18 B). Prinzi-

piell sind funktionelle Gruppen auf der RO-Membran nachweisbar, demnach können diese 

zur Kopplung von Linkermolekülen für eine Immobilisierung genutzt werden. 
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3.6 Untersuchungen zur Immobilisierung an RO-

Membranen 

In den vorangegangenen Abschnitten wurde gezeigt, dass funktionelle Gruppen für die Im-

mobilisierung auf der RO-Membran zur Verfügung stehen und dass sich das Enzym Alginat 

Lyase prinzipiell über His-tag oder über Thiolgruppen (Cysteine) immobilisieren lässt. Nach-

folgend werden nun die Möglichkeiten zur Immobilisierung der Alginat Lyase an die RO-

Membranen untersucht. 

3.6.1 Untersuchung zur Immobilisierung über His-tag 

Zunächst werden die Ergebnisse der Immobilisierung über den His-tag an die RO-Membran 

dargestellt. Dafür wurde die Membran mit Glutaraldehyd (GA) aktiviert und anschließend mit 

Nα,Nα-Bis(carboxymethyl)-L-lysinhydrat (Lysin-NTA) inkubiert. Dieses Molekül, welches in 

Abb. 3-19 dargestellt ist, sollte als Linker fungieren, wobei an die Aminogruppen der RO-

Membran eine NTA-Gruppe gebunden werden sollte. Die Membran wurde mit Cyanobohr-

hydrid versetzt um die Kopplung von Lysin-NTA zu stabilisieren. Die genauen Versuchsbe-

dingungen sind in Abschnitt 2.13.5 beschrieben. 

Abb. 3-19 Strukturformel für Nα,Nα-Bis(carboxymethyl)-L-lysinhydrat(Lysin-NTA). 

Die drei Carbonsäurereste des Lysine-NTA bilden einen Chelator und können Nickel kom-

plexieren. Der His-tag eines Proteins bildet ebenfalls einen Chelator aus und kann daher an 

den Komplex binden. Somit kommt es zu einer reversiblen Immobilisierung. Imidazol als 

kompetitives Agens kann das Protein vom NTA-Nickel-Komplex verdrängen und so gezielt 

das Protein von der Oberfläche eluieren. Nachdem die Membran modifiziert wurde, erfolgte 

die Immobilisierung der Alginat Lyase. Das Resultat ist in Abb. 3-20 A dargestellt. Die Aus-

gangsaktivität nimmt um 20 % ab. In der Waschfraktion wurden 2,8 % der Ausgangsaktivität 

wieder gefunden. Eine Aktivität von 19,1 % wurden theoretisch immobilisiert. Nach der Im-

mobilisierung wurde die Aktivität auf der Membran untersucht. Dabei wurde die Membran mit 

5 mL Substratlösung inkubiert. Nach 10 Minuten wurde die Veränderung der Adsorption bei 

235 nm in der Substratlösung untersucht. Zeitgleich wurde die Änderung der Adsorption über 

2,5 Minuten kontinuierlich in der Küvette weiter aufgezeichnet, um die Aktivität, die von der 



3  Ergebnisse   87 

Substratlösung abgelöst wurde, abzuschätzen. Die Membran wurde dann gewaschen und in 

der nächsten Reaktion mit Substrat eingesetzt. Das Resultat ist in Abb. 3-20 B dargestellt. In 

der ersten Reaktion wurde eine Aktivität von 0,03 AU für die ganze Membran gemessen 

(entspricht 2,4 mAU/cm2). Die Aktivität in der Küvette ohne Membran war genauso hoch. Die 

Aktivität auf der Membran reduzierte sich nach der ersten Reaktion auf 0,02 AU und mit je-

der folgenden Reaktion verringerte sich die Aktivität weiter. Insgesamt wurde die Membran 

viermal mit Substrat inkubiert. Das Leaching je Zyklus entsprach in etwa der Aktivität auf der 

Oberfläche bzw. war sogar größer als auf der Membran. Die Gründe für dieses unerwartete 

Ergebnis wird in der Diskussion in Abschnitt 4.4.1 ausführlich erörtert. Zusammenfassend 

kann gesagt werden, dass eine Kopplung über den His-tag erfolgte. Allerdings führte das 

Leaching dazu, dass die Aktivität nicht auf dem Träger verblieb.  
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Abb. 3-20 A: Aktivität der Alginat Lyase während der einzelnen Immobilisierungsschrit-
te über den His-tag an eine mit Lysin-NTA modifizierte RO-Membran. Für die Immobili-

sierung wurden kreisrunde Membranstücke (PE 1622) ausgestanzt und in die Inkubations-

kammer (vgl. Abschnitt 2.4.1) eingespannt. Anschließend wurde die Membran mit Glutaral-

dehyd (GA) aktiviert und mit Lysin-NTA inkubiert. Die Immobilisierung erfolgte mit einer Algi-

nat Lyase Lösung (insgesamt 318 AU). Diese Ausgangsaktivität wurde auf 100 % gesetzt. 

Nach dem Immobilisierungsschritt folgten drei Waschschritte. Für die einzelnen Schritte wur-

den Proben auf Aktivität untersucht (Abschnitt 2.7.1). Die theoretisch immobilisierte Aktivität 

errechnete sich durch die Subtraktion der Aktiviät nach der Immobiliserung und der Aktivität 

in den Waschfraktionen.  

B: Aktivität der immobilisierten Alginat Lyase auf der RO-Membranoberfläche und im 
Assayüberstand. Dazu wurde die Membran mit 5 mL Substratlösung (20 mM Tris/HCl 

pH7,5; 2 mg/mL Alginat) inkubiert und nach 10 min die Zunahme der Absorption bei 235 nm 

im Überstand gemessen. Anschließend wurde die Substratlösung in der Küvette weiterhin 

ohne Immobilisat kontinuierlich auf Absorptionsänderung untersucht. Das Ergebnis stellt die 

Aktivität dar, welche durch Leaching entsteht.  
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3.6.2 Untersuchung zur Immobilisierung über Thiolgruppen 

Um auf der RO-Membran Thiolgruppen für die Immobilisierung einzuführen, wurde ein Lin-

kermolekül, Sulfosuccinimidyl-6-[3´(2-pyridyldithio)-propionamido] hexanoat (Sulfo-LC-

SPDP), verwendet. Es handelt sich dabei um einen NHS-Ester, welcher an die Aminogrup-

pen auf der Membran koppelt. In Abb. 3-21 sind die Aktivierung der Membran und die Immo-

bilisierung schematisch dargestellt.  

Abb. 3-21 Aktivierung der RO-Membran mittels Sulfo-LC-SPDP Linkermolekül und 

anschließende Immobilisierung der Alginat Lyase mittels Disulfidbrücken.  

Für die Immobilisierung wurden verschiedene Cystein-Varianten der Alginat Lyase und das 

Wildtyp-Enzym genutzt. Die genaue Versuchsbeschreibung ist in Abschnitt 2.13.6 aufgeführt. 

Enzym
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Abb. 3-22 A: Aktivität der Alginat Lyase im Überstand vor und nach der Immobilisie-
rung über die Thiolgruppen an einer Sulfo-LC-SPDP modifizierten RO-Membran. Für 

die Immobilisierung wurden kreisrunde Membranstücke (PE 1817) ausgestanzt und in die 

Inkuabtionskammer (vgl. 2.4.1) eingespannt. Anschließend wurde die Membran mit Sulfo-

LC-SPDP aktiviert. Je eine Membran wurde mit Wildtyp-Enzym, Einzelaustausch-Variante 

S93C und Dreifachaustausch-Variante S93/221/223C inkubiert. Vor und nach der Kopplung 

wurde im Überstand die Aktiviät bestimmt.  

B: Aktivität der immobilisierten Alginat Lyase an RO-Membranen in mehreren Reakti-
onen. Die Aktivität wurde am ersten Tag einmal, am zweiten Tag zweimal und am fünften 

sowie am 76. Tag einmal gemessen. Zwischenzeitlich wurden die Membranen nach der Re-

aktion gewaschen und in Substratpuffer gelagert. Die Messung erfolgte wie in Abschnitt 2.7.3 

beschrieben. 

In Abb. 3-22 A ist zu erkennen, dass die Aktivität des Wildtyps um 1,26 AU von 9,36 auf 8,1 

AU im Überstand sank. Die Aktivität für die Einzelaustausch-Variante S93C sank um 1 AU. 

Für die Dreifachaustausch-Variante S93/221/223C betrug die Abnahme 1,13 AU. In den 

Waschfraktionen konnte keine Aktivität nachgewiesen werden. Nach der Immobilisierung 

konnte keine Aktivität auf der mit Wildtyp inkubierten Membran gemessen werden. Membra-

nen, welche mit Cystein-Varianten inkubiert wurden (Abb. 3-22 B), zeigten hingegen Aktivi-

tät. In der ersten Reaktion konnte für die Einzelaustausch-Variante S93C 0,08 mAU/cm2 ge-

messen werden. Die Dreifachaustausch-Variante S93/221/223C zeigte eine Aktivität von 

0,24 mAU/cm2. Die Aktivität blieb dabei für 11 Wochen nachweisbar. Am Tag 76 nach der 



3  Ergebnisse   91 

Immobiliserung konnten noch 0,008 mAU/cm2 für die Einzelaustausch-Variante S93C ge-

messen werden. Die Dreifachaustausch-Variante S93/221/223C zeigte nach dieser Zeit eine 

Aktivität von 0,016 mAU/cm2. Insgesamt war die Aktivität der Dreifachaustausch-Variante 

höher als die der Einzelaustausch-Variante. Allgemein war eine Kopplung der Dreifachaus-

tausch-Variante der Alginat Lyase an eine RO-Membran für elf Wochen stabil.  
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4 Diskussion 
Die vorliegende Arbeit befasst sich mit der Produktion, Reinigung und Immobilisierung einer 

Alginat Lyase aus Sphingomonas sp. A1. Es sollte damit die Grundlage geschaffen werden, 

diesen Biokatalysator auf Oberflächen zu koppeln, um in nachfolgenden Arbeiten die Bildung 

von Biofilm auf diesen Oberflächen zu vermeiden. Der initiale Schritt bei der Biofilmbildung 

ist ein Conditioning Film. Dieser besteht aus Biomakromolekülen wie Proteinen, Polysaccha-

riden und Nukleinsäuren [Kerchove und Elimelech, 2007], welche die Adhäsion der Mikroor-

ganismen ermöglichen. Die Zusammensetzung ist von den Organismen in der unmittelbaren 

Umgebung abhängig. Ein besonders gut untersuchtes und charakterisiertes Biopolymer, 

welches die Anhaftung von Mikroorganismen fördert, ist Alginat [Kerchove und Elimelech, 

2007]. Die Alginat Lyase aus Sphingomonas sp. A1 baut Alginat ab und zeichnet sich durch 

ihr breites Substratspektrum aus [Miyake et al., 2004]. Das Enzym könnte also einen Biofilm, 

welcher aufgrund von Alginat (als Conditioning Film) gebildet wird, verhindern. Aus diesem 

Grund wurde dieser Biokatalysator als Modellenzym ausgewählt. Als potentielles biofilmge-

fährdetes Material wurden Reverse Osmose Membranen [Matin et al., 2011] untersucht. Die-

se Filtereinheiten werden zur Entsalzung von Wasser genutzt. In dem Prozess kommt es 

trotz intensiver Vorbehandlung des zugeführten Wassers zur Biofilmbildung auf den Memb-

ranen [Lee et al., 2006].  

4.1 Produktion und Reinigung der Alginat Lyase 
Im ersten Kapitel des Ergebnisteils wurde die rekombinante Produktion der Alginat Lyase 

aus Sphingomonas sp. A1 dargestellt. Grundlage hierfür waren die Publikationen von Miyake 

und Ogura und ihrer Kollegen [Miyake et al., 2004; Ogura et al., 2008]. In Tabelle 4-1 sind 

die Expression und Reinigung von Miyake et al. und die in dieser Arbeit erarbeiteten Ergeb-

nisse gegenüber gestellt. 
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Tabelle 4-1 Gegenüberstellung der Produktionsbedingungen der Alginat Lyase im Vergleich 

der vorliegenden Arbeit mit der Literatur.  

Miyake[Miyake et al., 2004] vorliegende Arbeit 

Vektor pET21b pET20b 

E.coli Stamm E.coli BL21(DE3) E.coli BL21(DE3) Gold 

Temperaturprofil während 

der Kultivierung 
16°C keine Zeitangaben 

37°C bis zur Induktion und 

24°C für 4h Expression 

Kultivierungsmedium LB GB (Vorkultur LB) 

Kulturvolumen 1,5 L 0,5 L 

IPTG Konzentration [mM] 0,1 0,1 

Zellaufschluss Ultraschallaufschluss Hochdruckhomgenisator 

Reinigungsschritte 
IMAC und Ionenaustausch-

chromatographie 
IMAC 

Totalprotein [mg] 627 260 

spezifische Aktivität [AU/mg] 

(Assay-Bedingungen nach 

der Ursprungspublikation 

[Miyake et al., 2004]) 

86,2 79,0 

Ausbeute 24,1 % 59,1 % 

Zur Gewinnung des Zielenzyms wurde ein Protokoll erarbeitet, das sich in verschiedenen 

Parametern (wie Medium, Temperatur und Aufschlussmethode) von der Literaturangabe 

unterscheidet. Die erhaltenen Ergebnisse zeigen, dass die Ausbeute um 35 % erhöht wer-

den konnte. Die Bestimmung der spezifischen Aktivität des Enzyms ergab einen ähnlichen 

Wert. Die via SDS-PAGE ermittelte Reinheit (Abb. 3-5) war bereits nach einem chromato-

graphischen Schritt durch die IMAC zufriedenstellend, so dass Verluste durch weitere Aufar-

beitungsschritte vermieden werden konnten. 

In der vorliegenden Arbeit konnte das Zielenzym in ausreichender Menge und Reinheit pro-

duziert werden. Nach der Herstellung soll nun die biochemische Charakterisierung der Algi-

nat Lyase diskutiert werden. 

4.2 Biochemische Charakterisierung der Alginat Lyase 
Im Anschluss an die Produktion erfolgte eine biochemische Charakterisierung des Enzyms, 

um die optimalen Bedingungen für die Anwendung in nachfolgenden Experimenten zu ermit-

teln. 
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4.2.1 Untersuchung der kinetischen Parameter der Alginat Lyase 
In Abschnitt 3.2.1 wurde die Bestimmung von Vmax und KM dargestellt. Die Werte sind in Ta-

belle 4-2 im Vergleich zu publizierten Daten gegenüber gestellt.  

Tabelle 4-2 Kinetische Parameter der Alginat Lyasea im Vergleich mit der Literatur 

Publikation Assay Bedingungen KM [mg/mL] Vmax[U/mg] 

Vorliegende Arbeit 20 mM TrisHCl pH 7,5; 25°C 0,14 79,0 

[Miyake et al., 2004] 50 mM TrisHCl pH 7,2; 25°C n.a. 86,2 

[Ogura et al., 2008] 50 mM TrisHCl pH 7,5; 30°C 0,018 42,9 

a Alginat Lyase A1-II‘ aus Sphingomonas sp. A1; n.a.: nicht angegeben 

Die Angabe U bezieht sich, wie schon in Abschnitt 3.2.1 beschrieben, auf Absorptionsunits. 

Demnach entspricht 1 U einer Zunahme um 1 bei 235 nm, konstantem pH-Wert, Temperatur 

und dem gegeben Substrat.  

Yamasaki und Kollegen ermittelten ein Vmax mit 46 min-1 und der KM-Wert mit 0,0015 mg/mL 

[Yamasaki et al., 2005]. Aus der Publikation konnten keine Informationen über die Auswert-

methodik und die verwendete Enzymkonzentration entnommen werden. Ein direkter Ver-

gleich ist daher nicht möglich. 

Die in der vorliegenden Arbeit ermittelten Werte für Vmax sind mit denen aus der Literatur ver-

gleichbar. Die Werte für KM liegen etwa um einen Faktor 10 auseinander. Dies lässt sich 

wahrscheinlich auf die unterschiedlichen Substrate zurückführen. Ebenfalls können die ver-

schiedenen Temperaturen einen Einfluss gehabt haben.  

4.2.2 Aktivität der Alginat Lyase unter salinen Bedingungen 
In Kapitel 3.2.2 wurde die Untersuchung der Toleranz der Alginat Lyase gegenüber Natrium-

chlorid beschrieben. Diese Experimente dienten der Simulation von Anwendungsbedingun-

gen im Rahmen der Immobilisierung auf einer RO-Membran. Die Daten lassen den Rück-

schluss zu, dass eine Anwendung des Enzyms unter Brackwasserkonditionen (bis 172mM 

NaCl) möglich ist. Hier konnte gezeigt werden, dass die Aktivität auf bis zu 140 % (bei 

90 mM) gesteigert werden kann im Vergleich zu Bedingungen ohne NaCl. Bei ca. 500 mM 

NaCl (Meerwasserkonditionen) wurde eine einer Restaktivität von 30 % erreicht. Höhere 

Salzkonzentrationen führen zur Inaktivierung des Zielenzyms. Singh und Kollegen beschrei-

ben einen ähnlichen Effekt bei der Alginat Lyase aus Aspergillus oryzae. Auch hier nahm die 

Aktivität mit Erhöhung der NaCl-Konzentration zu. Bei 150 mM wurden 196 % der Aus-

gangsaktivität erreicht [Singh et al., 2011]. Konzentrationen über 150 mM NaCl, wie in der 

vorgelegten Arbeit, wurden von Singh et al. nicht getestet. Die Alginat Lyase aus Pseudoalte-

romonas sp. SM0524 lieferte hingegen andere Ergebnisse [Li et al., 2011]. Hier kam es zu 
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einer Aktivitätssteigerung auf ca. 170 % bei 200 mM NaCl und erst nach über 1000 mM sank 

die Aktivität; bei 1200 mM waren es nur noch ca. 60 %. Rahman und Kollegen beschrieben 

zwei Isoenzyme der Alginat Lyase aus dem Seehasen Aplysia kurodai, welche unterschiedli-

che Aktivitätsmaxima in Abhängigkeit von der NaCl Konzentration haben. Für das Isoenzym 

AkAly28 lag das Optimum bei NaCl-Konzentrationen über 0,2 M und für die Variante AkA-

ly33 lag es bei 0,1 M. Es wird spekuliert, dass eventuell eine Anpassung an marine Bedin-

gungen die Salztoleranz der Enzyme bedingt [Rahman et al., 2010].  

Die Inaktivierung der Alginat Lyase bei höheren Salzkonzentrationen lässt sich durch Umfal-

tungsprozesse ohne Präzipitation erklären. Durch die hohe Ionenstärke kommt es wahr-

scheinlich zur Umfaltung des Proteins, bei der das Enzym die Aktivität verliert. 

Das gewählte Modell Enzym Alginat Lyase aus Sphingomonas sp. A1 kann also für RO-

Membranen in der Brackwasser Entsalzung angewendet werden. Beim Einsatz im Bereich 

von Meerwasserentsalzung müssen andere Enzyme etabliert werden. 

4.2.3 Stabilität der Alginat Lyase unter verschiedenen Lagerungs-
bedingungen 

Für eine biotechnologische Anwendung von Enzymen spielt die Lagerstabilität eine große 

Rolle.  

Lagerung in löslicher Form bei verschiedenen Temperaturen: 
Die Lagerung bei 4°C und in löslicher Form führte nur zu einer geringen Abnahme der Aktivi-

tät von nicht mehr als 5 % nach 5 Wochen. Nach 6 Monaten bei -20°C in Puffer, welcher mit 

Glycerin (50 % w/w) versetzt wurde, konnte ebenfalls nur eine geringe Abnahme gemessen 

werden. In der Literatur wurde beschrieben, dass sich Alginat Lyasen aus anderen Organis-

men für 3 Monate bei – 18°C stabil lagern ließen [Davidson et al., 1977; Elyakova und 

Favorov, 1974; Nakada und Sweeny, 1967]. Die Alginat Lyase kann also ohne größere Akti-

vitätsverluste in löslicher Form gelagert werden. 

Lagerung nach Sprühtrocknung bei verschiedenen Temperaturen: 
Als Alternative wurde im Rahmen der vorgelegten Arbeit getestet, ob sich das Enzym sprüh-

trocknen lässt und wie lagerungsfähig es in dieser Form war. Bei diesem Prozess wird die 

Enzymlösung in der Regel mit einem Additiv (Träger) versetzt, welcher Stabilität während 

des Sprühtrocknungsprozesses vermitteln soll [Adler und Lee, 1999]. In der vorliegenden 

Arbeit wurde Maltodextrin verwendet. Es wurden bereits auch andere Polysaccharide, wie 

Saccharose, Laktose, Dextrin und weitere eingesetzt [Millqvist-Fureby et al., 1999]. Durch 

die hohe Temperatur während des Sprühtrocknungsprozesses mit Maltodextrin sank die 

Restaktivität der Alginat Lyase auf 66 %. Je nach Optimierung des Prozesses konnten für 
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eine α-Amylase 90 % [Samborska et al., 2005], für ein Trypsin 99 % [Millqvist-Fureby et al., 

1999] und für eine Lipase 100 % Restaktivität gemessen werden. Diese Ergebnisse zeigen, 

dass der in dieser Arbeit gezeigte Prozess noch weiter optimiert werden könnte. Dafür könn-

ten verschiedene Parameter (wie Temperatur des In- und Outlets, sowie die Trägersubstanz) 

des Prozesses angepasst werden. Die Aktivität nach 9 Wochen Lagerung bei 4°C, bei 

Raumtemperatur und bei -22°C betrug nach Lösen in destillierten Wasser ca. 4 U/mL und 

hatte nicht abgenommen. Die Lagerung in sprühgetrockneter Form ist somit für 9 Wochen 

ohne Verlust möglich. 

Für das Projekt war die Lagerung des löslichen Enzyms in Puffer bei 4°C für bis zu fünf Wo-

chen ausreichend.  

4.3 Charakterisierung der Oberfläche von RO-Membranen 
Zur Realisierung der Immobilisierung von Enzymen auf der Oberfläche der RO-Membran, 

wurden die verfügbaren funktionellen Gruppen untersucht. Aus dem Aufbau der Membran 

(vgl. Abschnitt 1.1.4) ergibt sich, dass sowohl Amino- als auch Carboxylgruppen als Ver-

knüpfungsansätze vorhanden sein könnten. Für RO-Membranen des Herstellers Dow wurde 

eine Carboxyl-Gruppendichte von 0,17 bis 0,5 nmol/cm2 bestimmt [Tiraferri und Elimelech, 

2012]. In der Arbeit von Gershkovich wurde eine Konzentration von 17-20 nmol/cm2 für 

Membranen aus der Firma Dow und Hydranautics angegeben [Gershkovich, 2009]. Beide 

Publikationen nutzen, wie in der vorliegenden Arbeit, den TBO-Assay zur Bestimmung der 

Carboxylgruppen. Die hier vorliegenden Ergebnisse für Membranen der Firma Lanxess la-

gen für Carboxylgruppen zwischen 1 und 2 nmol/cm2. Die Ergebnisse für die Aminogruppen 

liegen deutlich höher. Es konnten bis zu 14 nmol/cm2 detektiert werden. Allerdings war das 

Ergebnis hier vom verwendeten Assay abhängig. Mit dem OPA-Assay lagen die Werte um 

den Faktor 10 höher als beim Sulfo-SPDP-Assay. Für die Membranen aus der Arbeit von 

Gershkovich wurden 6 bis 12 nmol/cm2 für Aminogruppen angegeben [Gershkovich, 2009]. 

Die Ermittlung bei den Kollegen Gershkovich erfolgte indirekt und analog dem TBO-Assay 

mit der Substanz Orange II. Die Charakterisierung der Morphologie der RO-

Membranoberfläche ist schwierig. Zum einen findet die Polymerisierung nicht einheitlich über 

die ganze Fläche statt. Zum anderen zeigte sich bei der Untersuchung mittels REM [Zhao et 

al., 2012], dass die Oberfläche uneben und gefurcht ist, was zu einer gewissen Rauigkeit bis 

zu 120 nm führt. Dies erklärt die teilweise unterschiedlichen Ergebnisse bei verschiedenen 

Assays. Die Substanz Sulfo-LC-SPDP hat ein viermal größeres Molekulargewicht als OPA. 

Damit ist für die jeweiligen Assays unterschiedliches Diffusionsverhalten anzunehmen. In 

Abb. 4-1 ist die Oberfläche dargestellt. 
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Abb. 4-1 REM-Bild der RO-Membran Oberfläche, entnommen aus [Zhao et al., 2012]. 

Es konnten Aminogruppen und Carboxylgruppen detektiert werden, wobei sich die jeweilige 

Dichte von einer Membran-Charge zur nächsten veränderte. Die Membranen wurden zusätz-

lich durch das Fraunhofer Institut für Werkstoffmechanik in Halle an der Saale über XPS-

Analysen untersucht. Dabei wurde festgestellt, dass das Verhältnis von Stickstoff, Kohlen-

stoff und Sauerstoff sich so veränderte, dass von einem höheren Polymerisationsgrad am 

Ende der Projektlaufzeit auszugehen ist. Dies würde die Verringerung der funktionellen 

Gruppen, wie sie in dieser Arbeit gemessen wurde, erklären.  

4.4 Immobilisierung der Alginat Lyase 

4.4.1 Vorbetrachtungen 
Bei der Durchführung der Immobilisierungsexperimente zeigte sich immer wieder, dass sich 

nur ein geringer Teil der theoretisch gekoppelten Aktivität auf dem Trägermaterial nachwei-

sen ließ. Aus diesem Grund soll der detaillierten Diskussion der Ergebnisse ein allgemeiner 

Teil zu den Problematiken bei der Immobilisierung von Enzymen vorangestellt werden.  

Die Aktivität auf dem Träger wird generell durch verschiedene Faktoren beeinflusst [Cao, 

2006b]:  

• Porengröße und damit der Diffusion des Substrates in das Material

• Trägermaterial

• Anzahl an Gruppen, die an der Kopplung beteiligt sind

• Spacer
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• Dichte der Funktionellen Gruppen auf der Trägeroberfläche

• Physiko-chemische Einflüsse in der direkten Umgebung des Enzyms (Microen-

viroment)

Zunächst soll die Diffusionslimitierung thematisiert werden. Die Diffusion folgt dem 

Fick’schen Diffusionsgesetz (Formel 4-1) 

𝑉𝐷 = 𝐷𝑒 ∙
𝐹
𝑟
∙ ∆𝑆

Formel 4-1 Fick’sches Diffusionsgesetz; VD = Diffusionsgeschwindigkeit; De = 

Diffusionskonstante; F = Diffusionsfläche; r = Diffusionsstrecke; ΔS = Differenz der 

Substratkonzentration am Enzym und außerhalb des Trägers. 

Bei einem gegebenen System lassen sich De, F und r zu einem Permeabilitätsfaktor P zu-

sammenfassen. Es folgt daraus  

𝑉𝐷 = 𝑃 ∙ ∆𝑆 

Formel 4-2 P = Permeabilitäsfaktor 

Der Permeabilitätsfaktor ist im Wesentlichen von der Temperatur, dem Widerstand des Lö-

sungsmittels, der Geometrie des Trägers und dem Molekulargewicht des Substrates abhän-

gig. Man unterscheidet grundsätzlich zwischen internen und externen Transporteffekten. 

Externe Effekte sind die Umströmung des Trägers mit der Substratlösung. Interne Effekte 

beinhalten die Phänomene, welche durch die Diffusion in die Poren des Trägers ausgelöst 

werden. 

In der vorliegenden Arbeit wurden poröse Träger wie Sepharose genutzt. Zusätzlich wurden 

weniger poröse Materialien wie aktivierte Objektträger und RO-Membranen verwendet. In 

allen Experimenten konnte durch den Einsatz von oligomeren Substrat eine höhere Aktivität 

auf dem Träger gezeigt werden als mit dem polymeren Substrat Alginat. Dies stellt ein Indiz 

für eine Diffusionslimitierung dar. Es konnten nie 100 % der theoretisch gekoppelten Aktivität 

auf den Trägern nachgewiesen werden. Als Ursache kommen hier mehrere Punkte in Be-

tracht: 

• Reduktion der Aktivität durch sterische Behinderung des Enzyms

• Unspezifische Kopplungsreaktionen des Enzyms mit dem Trägermaterial

• Einfluss der unmittelbaren Umgebung des Enzyms am Träger
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Für α-Amylase (stärkespaltendes Enzym) wurde gezeigt, dass durch die Immobilisierung der 

endokatalytische auf den exokatalytischen Mechanismus umgestellt wird [Boundy et al., 

1976]. Erklärt wurde dies durch die sterische Behinderung des Enzyms, wenn es gekoppelt 

wird. Für die Alginat Lyase lässt sich ebenfalls auf eine solche sterische Behinderung schlie-

ßen.  

Eldin und Kollegen zeigten für das Enzym β-Galaktosidase, dass die Kopplungsmethode und 

das Trägermaterial direkten Einfluss auf das Microenviroment des Biokatalysators haben 

[Mohy Eldin et al., 1999]. Es wurden andere pH-Optima und die Veränderung der kinetischen 

Parameter beobachtet. Die unmittelbare Umgebung des Enzyms an dem Träger beeinflusst 

die Katalyse. Denkbar wären hier ionische oder hydrophobe Wechselwirkungen des Sub-

strats mit dem Träger. Funktionelle Gruppen des Trägers beeinflussen den pH-Wert unmit-

telbar am Enzym. Diese Effekte sind für die in dieser Arbeit beschriebenen Systeme eben-

falls wahrscheinlich. 

4.4.2 Kopplung via His-tag 

Ziel der Arbeit war die gerichtete Immobilisierung der Alginat Lyase an RO-Membranen. Da-

für wurden zwei Strategien entwickelt. Die Immobilisierung sollte über den bereits vorhande-

nen His-tag erfolgen und die Kopplung über Thiolgruppen untersucht werden. In diesem Ab-

schnitt werden die Ergebnisse zur Kopplung über den His-tag diskutiert. 

Durch die Reinigung über den His-tag (vgl. 4.1) war bereits klar, dass das Enzym erfolgreich 

über diesen gebunden und anschließend aktiv eluiert werden konnte. Im nächsten Schritt 

wurde untersucht, ob das Enzym, welches auch auf der Nickel-IDA-Sepharose gebunden ist, 

aktiv ist. Es zeigte sich, dass der Wert für die Aktivität auf dem Träger deutlich unter dem der 

eluierten Aktivität lag. Es konnten nur 1,4 % des Ausgangswertes erreicht werden. Diese 

Differenz lässt sich durch Diffusionslimitierung erklären (siehe Abschnitt 4.4.1.) Das Ergebnis 

belegt, dass sich das Enzym aktiv auf dem Träger immobilisieren lässt.  

Das angestrebte Ziel, die Immobilisierung auf RO-Membranen, sollte im nächsten Schritt mit 

einem weniger porösen Material simuliert werden. Dafür wurden funktionalisierte Objektträ-

ger verwendet. Diese Glasflächen wurden kommerziell bezogen und waren mit Polyethyl-

englycol beschichtet, welches anschließend mit IDA-Gruppen aktiviert worden war. Diese 

bildeten einen Chelatkomplex mit Kupferionen. Dieser Chelatkomplex wurde zur Kopplung 

genutzt [Cha et al., 2005]. In den durchgeführten Versuchen wurde zunächst eine 10 %-ige 

Abnahme der Aktivität in der Enzymlösung, die zur Immobilisierung genutzt wurde, gemes-

sen. Dies suggerierte jedoch nur eine tatsächliche Immobilisierung des Enzyms, denn dieser 

Anteil ließ sich vollständig in der Waschfraktion wiederfinden. Die minimale Aktivität, die auf 

dem Träger nachweisbar war, wurde durch Leaching verloren. 
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In Abschnitt 3.6.1 wurde beschrieben, wie die Oberfläche der RO-Membranen so modifiziert 

wurde, dass auf dem Material NTA-Gruppen zur Verfügung standen. Diese wurden mit Ni-

ckel beladen und das Enzym dann über den His-tag gekoppelt. Auch bei diesem Versuch 

zeigte sich, dass die Alginat Lyase wahrscheinlich durch die Inkubation mit der Substratlö-

sung eluiert wurde. Die Aktivität auf der Oberfläche war genauso groß wie die des Leaching. 

Betrachtet man das Ergebnis zur Stabilität der Lyase auf den Nickel-Sepharose Beads, wel-

cher in Abschnitt 3.3.3 beschrieben wurde, so zeigt sich, dass mit jedem Katalysezyklus die 

Aktivität leicht abnimmt. Die Substratlösung besteht aus Alginat in Tris-Puffer gelöst. Alle drei 

Materialien (die Sepharose, der Objektträger als auch die RO-Membran) wurden mehrfach 

mit Tris-Puffer gespült und die Waschfraktionen auf Aktivität der Alginat Lyase untersucht. 

Dabei konnte nie Aktivität nachgewiesen werden. Das Leaching kann demnach nur durch 

das Alginat erklärt werden. Dieses Polysaccharid komplexiert zweiwertige Ionen, wie Calci-

um-Ionen aber auch Nickel- und Kupfer-Ionen [Abu Al-Rub et al., 2004]. Es ist denkbar, dass 

das Alginat das Metallion aus dem Chelat-Komplex zwischen His-tag und IDA bzw. NTA-

Gruppe herauslöst. Die Kopplung des Enzyms wäre dann aufgelöst. Die langsame Elution 

des Enzyms von dem Sepharose-Träger lässt sich damit erklären, dass die Konzentration an 

Nickel-Ionen im Vergleich zum Alginat sehr viel höher ist als die Konzentration der Nickel-

ionen auf der RO-Membran oder dem der Cu-Ionen auf dem Objektträger. Auch nach der 

Immobilisierung einer Alginat Lyase aus Streptomyces sp. ALG-5 zeigte sich, dass mit jedem 

Reaktions-Zyklus die Aktivität des Enzyms auf dem Träger sukzessiv abnahm [Shin et al., 

2010]. 

4.4.3 Kopplung über Thiolgruppen an Thiolsepharose 

Die zweite Strategie zur Kopplung der Alginat Lyase war die Nutzung von Thiolguppen. Die-

se bietet mehrere Vorteile [Grazu et al., 2005]: 

• Durch die gezielte Einbringung von Cystein-Resten wird die Orientierung des Enzyms

auf dem Träger festgelegt.

• Wird mehr als ein Cystein-Rest eingeführt, kommt es zum Multipoint-Attachement,

was zu einer erhöhten Stabilität führen kann.

• Die Kopplung an eine zweite Thiolgruppe, also die Ausbildung einer Disulfidgruppe,

ist reversibel. Eine Mehrfachbeladung des Materials ist daher möglich.

Das Enzym Alginat Lyase A-II‘ aus Sphingomonas sp. A1 besitzt nativ keine Cystein-Reste. 

Aus der Aminosäuresequenz wurden drei Serine ausgesucht, welche sich auf der von dem 

aktiven Zentrum gegenüberliegenden Seite befinden. Es wurden die Positionen Serin 93, 

221 und 223 ausgewählt (siehe Abb. 3-12). Durch ortsgerichtete Mutation wurden diese Se-
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rine durch Cysteine ersetzt. Die Reinigung der Enzym-Varianten musste angepasst werden. 

Die Verwendung eines Reduktionsmittels wie DTT oder β-Mercaptoethanol war nötig, um 

eine Kopplung zwischen den einzelnen Enzymmolekülen zu unterbinden.  

Nachdem Einzel-, Doppel- und Dreifachaustausch-Varianten des Enzyms produziert und ihre 

Aktivität nachgewiesen war, wurden diese zunächst an einem Modellträger immobilisiert und 

die Aktivität auf dem Material getestet.  

In Abb. 3-15 in Abschnitt 3.3.2 wurde gezeigt, dass die Immobilisierung von der Anzahl an 

eingeführten Cystein-Resten abhängt. Die höchste Aktivität auf dem Träger konnte für die 

Einzelaustausch-Variante der Alginat Lyase gemessen werden. Bei den Doppel- und Drei-

fachaustausch-Varianten waren die Werte geringer. Auch konnte hier insgesamt weniger 

gebunden und eluiert werden. Die Ergebnisse sind in 

Tabelle 4-3 gegenübergestellt.  

Tabelle 4-3: Ergebnisse der Immobilisierung von verschiedenen Cystein-Varianten der Algi-

nat Lyase an Thiolsepharose 

Cystein-Variante 
der Alginat Lyase 

Theoretisch gekop-
pelte 

Aktivität [%] 1 

Auf dem Träger gemes-
sene  

Aktivität [%] 2 

Eluierte 
Aktivität [%] 2 

S93C 60 11,2 84 

S223C 70 10 61 

S93/223C 52 4 35 

S93/221/223C 27 4 7 
1bezogen auf die eingesetzte Ausgangsaktivität 
2bezogen auf die theoretisch gekoppelte Aktivität 

Das Fraktionierungslimit für Sepharose 4B liegt bei 30.000 bis 50.000 kDa für Dextrane 

[Williams et al., 1999]. Die Poren sind also wesentlich größer als bei der Nickel-Sepharose 

(10 bis 1.000 kDa Fraktionierungslimit). Das Alginat (200 kDa) kann bei Sepharose 4B also 

wesentlich besser eindringen und damit ist die Diffusionslimitierung im Gegensatz zur Nickel-

Sepharose geringer (vgl. Abschnitt 4.4.1). Es wurden 11 % der theoretisch gebundenen Akti-

vität gemessen (gilt für die Einzelaustausch-Variante S93C der Alginat Lyase). Die immobili-

sierten Mehrfachaustausch-Varianten zeigten nur etwa die Hälfte der Aktivität, welche die 

Einzelaustausch-Varianten aufwiesen. Für die Protease TLP (thermolysin-like protease) 

konnte eine Kopplung zwischen 0,2 bis 1,2 mgProtein/gSepharose nachgewiesen werden 

[Mansfeld et al., 1999]. Legt man die eluierte Aktivität der Alginat Lyase von der Sepharose 

zugrunde, so erhält man eine Kopplung für die Einzelaustausch-Variante von 1,2 mgPro-

tein/gSepharose. Für die TLP wurde allerdings keine so starke Aktivitätsreduktion gemessen. Das 
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Substrat für den Assay war Casein. Mit einem Molekulargewicht der einzelnen Komponenten 

von 19-25 kDa konnte dieses Substrat sicher leichter in die Sepharose eindringen und somit 

ergab sich hier ein weniger starker Effekt der Diffusionslimitierung (vgl. Abschnitt 4.4.1). 

Ein weiterer Grund für die geringe Aktivität auf der Oberfläche könnte die Dichte der En-

zymmoleküle auf dem Träger sein. In Abb. 4-2 ist der Anteil an Aktivität, der auf der Matrix 

gemessen wurde, in Bezug auf die Aktivität, die nach Zugabe von Reduktionsmittel eluiert 

wurde, dargestellt. 
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Abb. 4-2 Alginat Lyase Aktivität auf der Thiolsepharose bezogen auf die eluierte Menge 
an Enzym. Für die relativen Werte wurden die Aktivitäten, die auf der Sepharose gemessen 

wurden, durch die Aktivitäten nach der Elution geteilt und mit 100 multipliziert. Die 

theoretisch immobilisierte Aktivität der einzelnen Varianten wurde auf 100 % gesetzt. 

Es konnten zwar nur 2 AU von 59 AU der Dreifachaustausch-Variante an 1 g Sepharose 

effektiv gebunden werden (diese waren mit DTT eluierbar), aber davon konnten 1 AU/g Thi-

olsepharose gemessen werden. Für die Einzelaustausch-Variante S93C konnten von 89 AU 

53 AU/g Thiolsepharose gebunden werden, aber nur 7 AU/g Sepharose waren auf der Matrix 

nachweisbar. Es wäre denkbar, dass die Mehrfachaustausch-Varianten mehrere Thiolgrup-

pen binden und daher die Dichte der Enzyme auf der Oberfläche geringer ist. Dadurch könn-

te die sterische Behinderung verringert und der Zugang zum Substrat verbessert sein. Die-

ses Phänomen sollte bei der Anwendung von immobilisierten Enzymen, welche große Sub-

strate spalten, bedacht werden. Für das Projekt war essentiell, dass sich das Enzym reversi-

bel und aktiv über die Thiolgruppen koppeln ließ. Dies konnte mit Hilfe der Thiolsepharose 

gezeigt werden.  
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4.4.4 Kopplung an Maleinimid-funktionalisierte Objektträger 

Weiter wurde untersucht, inwieweit sich das bisher gezeigte Konzept auf eine weniger porö-

se Oberfläche übertragen lässt. Dafür wurden zwei Austausch-Varianten der Alginat Lyase 

an Maleinimid-funktionalisierte Objektträger immobilisiert. Für die Untersuchung wurden die 

Einzelaustausch-Variante S93C und die Dreifachaustausch-Variante S93/221/223C genutzt. 

Beide Varianten ließen sich auf dem Objektträger nachweisen. Für die beiden Enzym-

Varianten konnte die Kopplung einer Aktivität von 0,5 AU je Objektträger nachgewiesen wer-

den. Die Oberfläche ist mit etwa 20 cm2 wesentlich geringer als die der porösen Materialien. 

Sepharose 4B besitzt beispielsweise eine Oberfläche von 5 m2 pro mL Matrix [SigmaAldrich, 

2006]. Deshalb wurden nur sehr geringe Aktivitäten gemessen. Von der gekoppelten Aktivität 

(0,17 Au) konnten nur 0,2 % auf der Oberfläche detektiert werden. Auch hier führte der Ein-

satz von oligomerem Substrat zu einer Aktivitätssteigerung um den dreifachen Wert. Da es 

sich aber um Material handelt, das wesentlich weniger porös ist, erklärt sich der Effekt ver-

mutlich dadurch , dass das Enzym große Substrate, wie das polymere Alginat, infolge einer 

sterischen Behinderung schlecht umsetzen kann. Durch die Aktivierung des Polyethylengly-

gol mit IDA-Gruppen auf dem Objektträger sind zum Beispiel ionische Wechselwirkungen 

denkbar, welche das Enzym inaktivieren könnten. 

Generell konnte die Alginat Lyase an eine wenig poröse Oberfläche immobilisiert werden 

und aktiv nachgewiesen werden. Somit konnte das Konzept nun abschließend an den RO-

Membranen getestet werden. 

4.4.5 Kopplung an RO-Membran 

Die Kopplung der Alginat Lyase über die Thiolgruppen der eingeführten Cystein-Reste war 

stabil über 5 Reaktionszyklen an Thiolsepharose (vgl. Abschnitt 3.3.3). Bevor die RO-

Membran für die Immobilisierung eingesetzt werden konnte, mussten zunächst Thiolgruppen 

auf die Oberfläche gebracht werden. Dafür wurde ein Linker-Molekül, Sulfo-LC-SPDP, ein-

gesetzt. Dies ist eine kommerziell erhältliche Substanz, welche über eine NHS-Ester-

Funktion an Aminogruppen (z.B. auf Oberflächen) koppeln kann. Sie verfügt darüber hinaus 

über eine Thiolgruppe, welche durch eine chromophore Gruppe geschützt ist 

[ThermoScientific, 2011]. Nachdem die RO-Membran modifiziert worden war, konnten die 

Enzym-Varianten an die Oberfläche gekoppelt werden. Von ca. 90 AU konnten zwischen 0,5 

und 1 AU auf ca. 12 cm2 immobilisiert werden. Davon konnten auf der Membran bis zu 0,3 % 

nachgewiesen werden. Bei Verwendung des niedermolekularen Substrates ließ sich auch 

hier eine Steigerung von ca. 50 % der Aktivität für die Dreifach-Variante zeigen. Eine Diffusi-

onslimitierung kann allerdings nicht ausgeschlossen werden, da die Oberfläche der Memb-

ran aufgrund ihrer Rauigkeit (vgl. Abb. 4-1) letztlich auch eine gewisse Porösität entwickelt. 
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Insgesamt blieb über 11 Wochen (4°C, in Substratpuffer) Aktivität auf der Membran nach-

weisbar. Allerdings nahm dabei die Aktivität bei der Einzelaustausch-Variante S93C um 

90 %, von 0,08 mAU/cm2 auf 0,008 mAU/cm2 und für die Dreifachaustausch-Variante um 

93 %, von 0,24 mAU/cm2 auf 0,016 mAU/cm2, ab (vgl. Abb. 3-22). 

Es zeigte sich eindeutig, dass bei der Dreifachaustausch-Variante mehr Aktivität nachweis-

bar war. Somit erweist sich ein Multipoint Attachment für die Alginat Lyase an RO-

Membranen als vorteilhaft. Es scheint, dass die Dichte der Enzymmoleküle auf der Oberflä-

che einen Einfluss auf die Stabilität und Aktivität der Enzyme hat. Dies konnte auch für eine 

Penicillin G Acylase (PGA), die auf Thiol-modifizierten Epoxid-Trägern immobilisiert wurde, 

gezeigt werden [Grazu et al., 2005]. In dieser Publikation wurden sechs verschiedene Cys-

tein-Varianten einer PGA generiert. Je nach Lage des Cysteins in der Proteinsequenz und 

des Vorkommens eines Multipoint Attachments, waren die Stabilisierungseffekte unter-

schiedlich ausgefallen. Letztlich konnte für eine Variante eine Stabilisierung (um den Faktor 

30) gegenüber der Inaktivierung durch organische Lösungsmittel erreicht werden.

Saeki et al konnte zeigen, dass sich Lysozym an einer RO-Membran immobilisieren lässt 

[Saeki et al., 2013]. Dafür wurde die Membranherstellung verändert und ein zusätzliches 

Linker-Molekül in die Polyamidschicht eingebracht. Dies wurde dann zur Kopplung genutzt 

[Saeki et al., 2013]. In dieser Arbeit wurde jedoch keine Aktivität direkt auf dem Träger nach-

gewiesen. Es konnte lediglich die Verringerung der Biofilmbildung nachgewiesen werden. 

Allerdings nahm die Filtrationsleistung der Membran um 50 % ab.  



5  Zusammenfassung    105 

5 Zusammenfassung 

Das Ziel der vorgelegten Arbeit war es, Reverse Osmose Membranen, die in der Wasserent-

salzung eingesetzt werden, mit Enzymen stabil zu modifizieren. Dazu wurde das Modell-

Enzym Alginat Lyase ausgewählt, da dieses effektiv Alginat depolymerisieren kann. Die re-

kombinante Expression und Reinigung dieses Enzyms aus Sphingomonas sp. A1 wurde im 

Rahmen der Arbeit erfolgreich realisiert. Durch Kultivierung in einem speziellen Komplex-

Medium konnte die Expression und Enzym-Ausbeute um den Faktor 2,5 im Vergleich zur 

Kultivierung in Standard LB-Medium erhöht werden.  

Neben der Produktion des Enzyms stand die gerichtete Immobilisierung der Alginat Lyase im 

Fokus der vorliegenden Dissertation. Die zielgerichtete Orientierung des Enzyms auf dem 

Trägermaterial sollte genutzt werden, um die Zugänglichkeit zum Substrat und/oder die Akti-

vität des Enzyms zu verbessern. Zusätzlich kann es dabei zu Stabilisierungseffekten kom-

men. Um die Ausrichtung des Enzyms zu gewährleisten, wurden zwei Strategien gewählt. 

Zum einen sollte die Immobilisierung über den His-tag erfolgen, da dieser auf der gegen-

überliegenden Seite des aktiven Zentrums des Enzyms gelagert ist. Zum anderen wurden 

durch ortsgerichtete Mutation Enzym-Varianten erstellt, welche auf der gegenüberliegenden 

Seite des aktiven Zentrums ein, zwei oder drei Cystein-Reste tragen.  

Zunächst wurde die Immobilisierung an porösen Trägern gezeigt um die generelle Machbar-

keit der gerichteten reversiblen Kopplung zu zeigen. Die Daten deuten auf eine Substrat-

Diffusionslimitierung hin. Mit dem Einsatz eines kleineren Substrates konnte etwa 30 % der 

eingesetzten Aktivität auf dem Träger wieder gefunden werden. Die Ausbeute für eine Ein-

zelaustausch-Variante betrug 7 AU/g Thiolsepharose. Für die Doppel- und Dreifachaus-

tausch-Varianten war das Ergebnis geringer. Über den His-tag konnten 1,35 AU/g Nickel-

Sepharose Beads immobilisiert werden. 

Um das Modell, bezüglich Kopplung über Thiolgruppen, an wenig porösen Oberflächen zu 

verifizieren, wurden die verschiedenen Enzym-Cystein-Varianten auf modifizierte Objektträ-

ger immobilisiert. Es zeigte sich, dass die Variante mit 3 Cysteinresten mit 0,8 AU/m2 die 

höchste Aktivität zeigte. 

Die Immobilisierung an der Reverse Osmose Membran zeigte vergleichbare Ergebnisse. Die 

Aktivität der gekoppelten Dreifachaustausch-Variante lag bei anfänglich 2,4 AU/m2, sank 

nach Lagerung auf 0,2 AU/m2 ab und blieb für 11 Wochen nachweisbar. Verbesserungen der 

Aktivität oder Ausbeute konnten im Rahmen dieser Dissertation nicht erreicht werden. Für 
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alle angewandten Methoden zeigten sich ähnliche Phänomene, wie Diffusionslimitierung und 

sterische Behinderung der Zugänglichkeit des Enzyms für das polymere Substrat. Mit dieser 

Arbeit konnte gezeigt werden, dass ein Enzym mit Antifouling-Eigenschaften nach geneti-

scher Modifikation an RO-Membranen zielgerichtet gekoppelt werden konnte. 
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6 Ausblick 
Im Verlauf der Arbeiten ergaben sich einige Fragen, die in Zukunft untersucht werden könn-

ten.  

In Folgeprojekten sollte untersucht werden, ob die Menge an Alginat Lyase ausreichend ist, 

um effektiv eine Biofilmbildung auf der Membran zu erreichen. Dafür müssten Biofilm-Assays 

auf den modifizierten Membranen durchgeführt werden. Daneben ist essentiell die Leistung 

der Membran bezüglich Filtration und Flussrate zu untersuchen. Eine gute Antifouling-

Eigenschaft der Membran nützt wenig, wenn ihre eigentliche Funktion zerstört ist.  

Zwischen den RO-Membranen wurde ein Plastiknetz, der so genannte Spacer, eingelegt. Es 

konnte gezeigt werden, dass diese Spacer Ausgangspunkt für das Fouling der Systeme sein 

können [Vrouwenvelder et al., 2009]. Ein weiterer interessanter Ansatzpunkt wäre also die 

Antifouling-Enzyme auf diesen Plastiknetzen zu immobilisieren. Generell wurde bereits ge-

zeigt, dass es möglich ist Biokatalysatoren auf Polypropylen zu immobilisieren [Bayramoglu 

et al., 2011; Vasileva et al., 2012].  

Im Allgemeinen weisen Biofilme viele verschiedene Biomakromoleküle auf [Kristensen et al., 

2008]. Es wäre also zweckmäßig, neben der hier als Modellenzym verwendeten Alginat Ly-

ase noch weitere Enzyme auf den RO-Membranen zu immobilisieren. Passende Kandidaten 

wären zum Beispiel Proteasen wie Alcalase© [Pettitt et al., 2004] oder Nukleasen [Nijland et 

al., 2010]. 

In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Verwendung der Alginat Lyase 

unter Meerwasser-Konditionen nicht möglich wird, da es zur Inaktivierung des Enzyms 

kommt. Um dieses Problem zu lösen, könnte man eine Alginat Lyase aus einem salztoleran-

ten Organismus, wie beispielsweise Agarivorans, verwenden. Ein anderer Ansatz wäre eine 

molekularbiologische Veränderung des Gens für das hier untersuchte Enzym von 

Sphingomonas sp. A1. Der Einsatz einer „directed Evolution“ zur Entwicklung einer salztole-

ranten Variante des Biokatalysators mit gleichbleibender Affinität zu Alginat wäre ein pas-

sender Ansatz. 
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8 Anhang 

8.1 Sequenzen 
1 

1 

61 

21 

121 

41 

181 

61 

241 

81 

301 

101 

361 

121 

421 

141 

481 

161 

541 

181 

601 

201 

661 

221 

721 

241 

GAATTCCATATGCCA GCCGCTGCTCCAGGT AAAAACTTCGATCTG TCTCATTGGAAACTG 

 E  F  H  M  P   A  A  A  P  G   K  N  F  D  L   S  H  W  K  L  

CAACTGCCAGACGCG AACACCACTGAAATT TCCTCTGCTAATCTG GGTCTGGGTTATACG 

 Q  L  P  D  A   N  T  T  E  I   S  S  A  N  L   G  L  G  Y  T  

TCTCAGTACTTTTAC ACCGACACTGATGGC GCTATGACTTTTTGG GCTCCAACCACCGGT 

 S  Q  Y  F  Y   T  D  T  D  G   A  M  T  F  W   A  P  T  T  G  

GGCACCACCGCCAAC TCCTCTTATCCGCGC TCTGAGCTGCGCGAA ATGCTGGACCCTAGC 

 G  T  T  A  N   S  S  Y  P  R   S  E  L  R  E   M  L  D  P  S  

AACTCTAAAGTTAAC TGGGGCTGGCAAGGC ACCCACACGATGAAA CTGTCTGGTAAAACT 

 N  S  K  V  N   W  G  W  Q  G   T  H  T  M  K   L  S  G  K  T  

GTGCAGCTGCCGTCC AGCGGTAAGATCATC GTAGCGCAGATCCAC GGCATTATGGATGAC 

 V  Q  L  P  S   S  G  K  I  I   V  A  Q  I  H   G  I  M  D  D  

GGTACCAACGCTCCG CCGCTGGTCAAGGCT GTGTTCCAGGACGGC CAGCTGGACATGCAG 

 G  T  N  A  P   P  L  V  K  A   V  F  Q  D  G   Q  L  D  M  Q  

GTTAAGCAAAACTCT GACGGTACCGGCTCC GATGTACACAACTAC TTTACTGGTATCAAA 

 V  K  Q  N  S   D  G  T  G  S   D  V  H  N  Y   F  T  G  I  K  

CTGGGCGACCTGTAC AACATGGAAATCCGC GTAACTGACGGTGTT GCGTATGTAACTATG 

 L  G  D  L  Y   N  M  E  I  R   V  T  D  G  V   A  Y  V  T  M  

AACGGTGATACCCGT TCTGTCGATTTCGTA GGCAAAGATGCTGGT TGGAAAAACCTGAAA 

 N  G  D  T  R   S  V  D  F  V   G  K  D  A  G   W  K  N  L  K  

TACTACTTCAAAGCG GGTAACTATGTACAG GACAATACCAGCACC GGCGGCTCTGCTATC 

 Y  Y  F  K  A   G  N  Y  V  Q   D  N  T  S  T   G  G  S  A  I  

GCTAAGCTGTACTCC CTGAGCGTGTCTCAT TCCAATCATCACCAT CACCATCACTGATGA 

 A  K  L  Y  S   L  S  V  S  H   S  N  H  H  H   H  H  H  *  * 

CCGCTCGAGCGG 

 P  L  E  R 

Abb. 8-1 Nukleotidsequenz und die korrespondierende Aminosäuresequenz der 
Alginat Lyase aus Sphingomonas sp. A1. Die Sequenz wurde für die E.coli Codon Usage 

optimiert. In Gelb ist das Gen markiert und Rot kennzeichnet den His-tag, beides auf 

Aminosäureebene. Mit Grau wurden die Restriktionsschnittstellen auf Nukleotidebene 

hervorgehoben. Sterne kennzeichnen Stopp-Codons.  
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In Abb. 8-2 ist ein Sequenzierergebnis für eine Variante mit Austausch von Serin an Stelle 93 

der Aminosäuresequenz zu Cystein, beispielhaft dargestellt. Dabei wurde zunächst das Se-

quenzierergebnis von Nukleotid in die Aminosäuresequenz mit ExPASy translatiert. Es wur-

de dann ein Alignement zwischen der Ursprungssequenz und der erhaltenen Sequenz mit 

Hilfe von EMBOSS-Needle (Paarweises Sequenz Alignement von Proteinsequenzen) gene-

riert.  

1 PAAAPGKNFDLSHWKLQLPDANTTEISSANLGLGYTSQYFYTDTDGAMTF  50 

|||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| 

1 PAAAPGKNFDLSHWKLQLPDANTTEISSANLGLGYTSQYFYTDTDGAMTF  50 

51 WAPTTGGTTANSSYPRSELREMLDPSNSKVNWGWQGTHTMKLCGKTVQLP 100 

||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||.||||||| 

51 WAPTTGGTTANSSYPRSELREMLDPSNSKVNWGWQGTHTMKLSGKTVQLP 100 

101 SSGKIIVAQIHGIMDDGTNAPPLVKAVFQDGQLDMQVKQNSDGTGSDVHN 150 

|||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| 

101 SSGKIIVAQIHGIMDDGTNAPPLVKAVFQDGQLDMQVKQNSDGTGSDVHN 150 

151 YFTGIKLGDLYNMEIRVTDGVAYVTMNGDTRSVDFVGKDAGWKNLKYYFK 200 

|||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| 

151 YFTGIKLGDLYNMEIRVTDGVAYVTMNGDTRSVDFVGKDAGWKNLKYYFK 200 

201 AGNYVQDNTSTGGSAIAKLYSLSVSHSNHHHHHH    234 

|||||||||||||||||||||||||||||||||| 

201 AGNYVQDNTSTGGSAIAKLYSLSVSHSNHHHHHH    234 

Abb. 8-2 Alignement der Aminosäuresequenzen des Wildtyps und der 
Einzelaustausch-Variante der Alginat Lyase. In der oberen Zeile ist die Sequenz der 

substituierten Variante aufgeführt. Die untere Zeile stellt die ursprüngliche Wildtypsequenz 

dar. Mit Rot ist die Stelle der Substition gekennzeichnet. Das Alignemnet wurde mit Hilfe von 

EBOSS-Needle erstellt.  
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8.2 Messdaten 
In Tabelle 8-1 sind die Messdaten zur Immobilisierung auf Activated Thiol SepharoseTM 4B 
aufgeführt. 

Tabelle 8-1 Messdaten zur Immobilisierung auf Activated Thiol SepharoseTM 4B 

Wildtyp S93C S221C S223C S93/221/
223C 

Aktivität vor der  
Immobilisierung [AU] 

92 89 92 102 59 

Aktivität nach der  
Immobilisierung [AU] 

72 36 27 48 43 

Aktivität in Waschfraktionen 
[AU] 

4 3 2 5,5 3 

Theoretisch immobilisierte 
Aktivität [AU] 

16 50 63 48,5 13 

Aktivität auf dem Träger [AU] 0 5,9 6,5 1,8 0,8 

Eluierte Aktivität [AU] 0 47,3 42 16 1,5 

Verlust [AU] 16 2,7 21 32,5 11,5 

Die theoretisch immobilisierte Aktivität ergibt sich aus der Aktivität im Überstand vor der Im-
mobilisierung abzüglich der Aktivität im Überstand nach der Immobilisierung und der Aktivität 
in den Waschfraktionen. Der Verlust errechnet sich aus der theoretisch immobilisierten Akti-
vität abzüglich der im Eluat nachweisbaren Aktivität. 
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