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Erläuterungen 

 

In der vorliegenden Arbeit wurde das Fusionsprotein His6-SUMO-MMOB mit N-terminalem 

His6-tag verwendet, welches im weiteren Verlauf als SUMO-MMOB bezeichnet wird. 

 

Die angegebenen Konzentrationen der sMMO beziehen sich auf eine aktive Einheit aus 

MMOH (αβγ), MMOB und MMOR im molaren Verhältnis von 1:1:1. 

 

In der vorliegenden Arbeit wird die maximale Zykluszahl (total turnover number, TTN) des 

Enzyms folgendermaßen definiert:  

 TTN = (
nProdukt

nEnzym
)   [Chmiel et al., 2018] 

Bezogen auf die sMMO ist die TTN definiert als diejenige Anzahl von Hydroxylierungsreakti-

onen, die von einer katalytisch aktiven Einheit aus MMOH, MMOB und MMOR katalysiert 

wurden, bis es zur Inaktivierung des Enzyms kam. Die Anzahl der Hydroxylierungsreaktionen 

wird aus der detektierten Produktmenge und der Anzahl der Hydroxylgruppen des jeweiligen 

Produktes bestimmt. 
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1 Einleitung und Zielsetzung 

1.1 Einleitung 

1.1.1 Phenol 

Phenol ist der einfachste Vertreter der Hydroxy-funktionalisierten Aromaten. Mitte des 

19. Jahrhunderts wurde Phenol erstmals nach Extraktion aus Steinkohleteer beschrieben. 

Die erste Herstellung in Reinform wurde von August Laurent 1851 durchgeführt. [Laurent, 

1851]. Aufgrund der bakteriostatischen Wirkung wurde Phenol schon früh zu Desinfektions-

zwecken genutzt. Im Jahr 1865 setzte Joseph Lister 5 %-ige Phenol-Lösung als eines der 

ersten Antiseptika in der Chirurgie ein [Römpp-Redaktion und Jahn, 2019]. Zu Beginn des 

20. Jahrhunderts wurde das erste Patent zur Herstellung von Acetylsalicylsäure aus Phenol 

angemeldet [Hoffmann, 1900]. Wenig später diente Phenol als Ausgangsstoff für die Herstel-

lung des ersten, vollsynthetischen und später industriell produzierten Kunststoffs mit dem 

Namen „Bakelit“ [Baekeland, 1909]. Seitdem ist der Bedarf an Phenol für die Synthese ver-

schiedener Kunststoffe stetig gestiegen. Mittlerweile wird Phenol als Ausgangsstoff für eine 

Vielzahl verschiedener Stoffe wie Weichmacher, Detergenzien, Epoxidharze, Kleb- und 

Farbstoffe verwendet [Römpp-Redaktion und Jahn, 2019]. Im Jahr 2019 betrug der weltweite 

Phenolbedarf etwa 11 Millionen Tonnen. Der Großteil des produzierten Phenols wird zu Bi-

sphenol A weiterverarbeitet, welches als Grundstoff diverser Kunststoffe, unter Anderem zur 

Herstellung von Plastikflaschen, dient [IHS-Markit, 2020; Weber und Weber, 2010]. 

1.1.1.1 Herstellung von Phenol 

Die selektive Oxidation nicht-funktionalisierter organischer Moleküle stellt unter ambienten 

Bedingungen einen anspruchsvollen Prozess dar. Die C-H-Bindung von beispielsweise Me-

than ist mit 105 kcal/mol außerordentlich stabil [Blanksby und Ellison, 2003]. Die Bindungs-

energie zwischen Kohlenstoff und Wasserstoff im aromatischen Molekül Benzol ist mit 

113 kcal/mol noch höher [Davico et al., 1995]. Die Aktivierung der C-H-Bindung und das Ein-

bringen einer funktionellen Gruppe unter Berücksichtigung der Chemo-, Regio- oder Ste-

reoselektivität stellt hohe Anforderungen an den katalytischen Prozess [Bergman, 2007]. Im 

Besonderen gilt dies für die direkte und selektive Hydroxylierung von aromatischen Verbin-

dungen wie Benzol oder Naphthalin. Da die Produkte dieser Hydroxylierung elektronenrei-

cher sind und stärkere reduzierende Eigenschaften aufweisen, als die Substrate, kommt es 

in der Regel zur Weiteroxidation der Produkte [Smith und Norman, 1963]. Die direkte Hydro-

xylierung von Benzol zu Phenol wurde beispielsweise 2003 als eine der zehn größten Her-

ausforderungen im Bereich der chemischen Katalyse bezeichnet [Cornils und Herrmann, 

2003]. Etablierte chemische Prozesse basieren dabei in der Regel auf der Verwendung von 

Metallkatalysatoren wie Vanadium, Titan oder Palladium [Lücke et al., 2004]. 1987 beschrie-

ben Jintoku et al. bereits die direkte Hydroxylierung von Benzol zu Phenol unter der Verwen-

dung von Sauerstoff als Oxidationsmittel und einem Pd(OAc)2-Katalysator. Dabei wurden 

Drücke von 15 bar Sauerstoff und 15 bar Kohlenstoffmonoxid und Temperaturen bis 180 °C 

eingesetzt. Hierbei konnte Phenylacetat als Nebenprodukt identifiziert werden. Die maximale 

Zykluszahl bezogen auf ein Katalysatormolekül (im Folgenden total turnover number, TTN) 

lag nach fünf Stunden zwischen fünf und sechs [Jintoku et al., 1987]. 2015 waren Aratani et 

al. in der Lage, mit H2O2 und einem [(tpa)MnII]2+@Al-MCM-41 Katalysator (tpa: Tris(2-

pyridylmethyl)amin, Al-MCM-41: mesoporöses Aluminiumsilikat) Phenol mit einer nahezu 
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100 %-igen Selektivität herzustellen. Die Produktausbeute war hingegen gering (< 0,1 %), 

die TTN des Katalysators betrug etwa 50 und die finale Produktkonzentration nach 

25 Stunden 1,3 mM Phenol [Aratani et al., 2015]. Obwohl große Fortschritte bei der chemo-

katalytischen Hydroxylierung auch unter Verwendung verschiedener Oxidationsmittel wie 

H2O2, O2, oder N2O erzielt wurden, bleiben geringe Ausbeuten und die Weiteroxidation von 

Phenolen große Herausforderungen [Fukuzumi und Ohkubo, 2015].  

Aufgrund der beschriebenen Schwierigkeiten findet die direkte Hydroxylierung von Benzol 

zur Herstellung von Phenol bisher keine technische Anwendung. 

1.1.1.2 Hock-Prozess 

Der größte Anteil (> 97 %) des industriell produzierten Phenols wird über den dreistufigen 

Hock-Prozess hergestellt [Weber und Weber, 2010]. Als Ausgangsstoff dient Benzol, wel-

ches größtenteils aus den fossilen Rohstoffen Erdöl und Kohle hergestellt wird [Meng et al., 

2021; Mochida et al., 2014; Squires, 1976]. Aus Benzol und Propylen wird zunächst Cumol 

gebildet. In einer radikalischen Kettenreaktion wird dies zu Cumolhydroperoxid oxidiert und 

anschließend in saurer Umgebung zu Aceton und Phenol gespalten [Hock und Kropf, 1957]. 

Bezogen auf die eingesetzte Menge an Benzol werden Phenolausbeuten von ca. 85 % er-

reicht [University-of-York, 2017]. Die Synthese ist sehr energieintensiv und es kommt neben 

äquimolaren Mengen Aceton zur Bildung weiterer Nebenprodukte wie Methylstyrol und 2,3-

Dimethyl-2,3-diphenylbutan. 

Die Synthese von Phenol bietet demnach weiterhin großes Innovationspotenzial. Alternative 

Katalysemechanismen, wie z. B. die Biokatalyse, rücken hier in den Fokus.  

1.1.2 Naphthol 

1- und 2-Naphthol sind die beiden einfach-hydroxylierten Derivate des bizyklischen Aroma-

ten Naphthalin. Naphthole spielen eine wichtige Rolle als Zwischenprodukte in verschiede-

nen organischen Synthesen von Farbstoffen, Pestiziden und Pharmazeutika [Booth, 2000]. 

Derivate von 2-Naphthol bilden beispielsweise eine wichtige Klasse innerhalb der Azo-

Farbstoffe [Mustroph, 2014]. 2-Naphthol dient auch als Ausgangsstoff für die Synthese di-

verser heterozyklischer Verbindungen, wie beispielsweise Xanthene, Furane und Naphtho-

pyrane, die wichtige Grundbausteine in verschiedenen Medikamenten unter anderem gegen 

Malaria, Krebs und HIV darstellen [Chaudhary, 2021; Li et al., 2018; Martins et al., 2015]. 

1-Naphthol wird ebenfalls zur Herstellung von Farbstoffen und einigen Pharmazeutika ver-

wendet [Bamoniri et al., 2013; Condon et al., 1978]. Auch zur Herstellung des mittlerweile in 

weiten Teilen der Welt verbotenen Pestizids Carbaryl (Handelsname Sevin, Union Carbide) 

wurde 1-Naphthol verwendet. Traurige Berühmtheit gewann Carbaryl durch die Katastrophe 

von Bhopal. In einer Fabrik zur Herstellung von Carbaryl in Bhopal (Indien) kam es 1984 zum 

größten Chemieunglück der Geschichte [Eckerman, 2005]. 

2-Naphthol wird klassischerweise mittels Sulfonierung aus Naphthalin hergestellt [Bretscher 

et al., 1978]. 1-Naphthol wird mittels Nitrierung ebenfalls aus Naphthalin hergestellt [Booth, 

2000]. Der Großteil des Ausgangsstoffes Naphthalin wird aus fossilen Quellen gewonnen. 

Naphthalin stellt den Hauptbestandteil von Steinkohleteer dar [Collin und Höke, 2000; Franck 

und Stadelhofer, 1988]. 

1.1.3 Ethylenoxid 

Anders als die bisher vorgestellten Stoffe Phenol und Naphthol ist Ethylenoxid nicht aroma-

tisch. Ethylenoxid ist ein zyklischer Ether und stellt das einfachste Epoxid dar. Aufgrund der 
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Ringspannung ist es sehr reaktiv. Das führt zu einer hohen Toxizität, macht Ethylenoxid aber 

auch äußerst nützlich für organische Synthesen.  

Das Gas wird als Gift klassifiziert (UN 1040, [GESTIS-Stoffdatenbank, 2021b]). Das National 

Institute for Occupational Safety and Health (NIOSH, USA) bestimmte eine Konzentrations-

grenze von 800 ppm Ethylenoxid in der Luft, ab der eine direkte Gefahr für Leben und Ge-

sundheit besteht (Immediately Dangerous to Life and Health, IDHL) [The National Institute 

for Occupational Safety and Health, 2019]. 

Ethylenoxid wird zur Sterilisation von Lebensmitteln, medizinischen Geräten und Materialen 

verwendet, für die die Methode der Dampfsterilisation ungeeignet ist. Der Großteil des pro-

duzierten Ethylenoxids wird als Zwischenprodukt für die Synthese anderer Chemikalien ver-

wendet. Zu den wichtigsten Produkten, die aus Ethylenoxid hergestellt werden, zählen Ethyl-

englykol und Polyethylenglykol. Die Glykole werden zur Herstellung von Polyester, Polyethy-

lenterephthalat (PET), Kosmetikprodukten, Pharmazeutika und Weichmachern verwendet 

[Considine und Considine, 2013; Rebsdat und Mayer, 2001]. 

Im Jahr 2016 wurden weltweit ca. 34,5 Millionen Tonnen Ethylenoxid produziert [Pinaeva 

und Noskov, 2020]. Industriell wird Ethylenoxid durch direkte Oxidation von Ethylen mit ei-

nem Silber-Katalysator hergestellt. Dabei werden Ausbeuten von bis zu 90 % erreicht [Özbek 

und Van Santen, 2013]. Der Ausgangsstoff Ethylen wird mittels steam cracking unter hohem 

Energieverbrauch aus fossilen Rohstoffen gewonnen [Amghizar et al., 2017]. 

Sowohl für die Produktion von Naphtholen als auch für Ethylenoxid ist bisher keine biotech-

nologische Produktionsstrategie in der Anwendung. 

1.1.4 Enzymatische Hydroxylierung aromatischer Moleküle 

Für biokatalytische Prozesse werden Enzyme, isoliert oder als Bestandteile von ganzen Zel-

len oder Organismen, genutzt. Die enzymatische Hydroxylierung von C-H-Bindungen mittels 

Oxygenasen bietet eine vielversprechende, biobasierte Alternative zur chemischen Katalyse. 

Die erste enzymatische Hydroxylierung aromatischer Verbindungen wurde 1952 im, zu den 

Schimmelpilzen zählenden Rhizopus arrhizus, nachgewiesen [Peterson et al., 1952]. Die 

später in allen Domänen der Biosystematik nachgewiesene Enzymklasse wurde 1957 von 

Hayaishi als „Oxygenasen“ deklariert [Estabrook, 2003]. Oxygenasen nutzen O2 oder H2O2 

zur selektiven Hydroxylierung organischer Moleküle und ermöglichen Prozesse unter ambi-

enten Bedingungen [Lock et al., 2017]. Monooxygenasen sind in der Lage, ein Sauerstoff-

atom aus O2 in eine organische Verbindung einzubringen. Dioxygenasen übertragen beide 

Sauerstoffatome auf das Substrat. Die vorrangig in Pflanzen und Pilzen vorkommenden Per-

oxygenasen nutzen Peroxide als Sauerstoffdonatoren. Basierend auf dem Reaktionsmecha-

nismus und dem Vorhandensein externer Protonendonatoren werden die Mono- und Dio-

xygenasen nach der Enzyme Commission (EC) in die zwei Hauptklassen EC 1.13. und EC 

1.14. unterteilt. Die Peroxygenasen nehmen die Klasse EC 1.11. ein. Eine Übersicht ver-

schiedener Oxygenasen, welche aromatische Moleküle hydroxylieren können, ist in Tabelle 

1.1 dargestellt. Die meisten Oxygenasen nutzen Metallionen als Cofaktoren im aktiven Zent-

rum zur Generierung reaktiver Sauerstoffspezies, welche in der Lage sind, die stabilen C-H-

Bindungen organischer Moleküle anzugreifen. Die Toluolmonooxygenase besitzt beispiels-

weise ein Carboxylat-verbrücktes Nicht-Häm-di-Eisen-Zentrum [Lippard, 2005]. Die Fettsäu-

rehydroxylase (Cytochrom P450 BM3, EC 1.14.14.1) und auch verschiedene Peroxygenasen 

und Peroxidasen besitzen einen über Cysteine oder Histidine gebundenen, Eisenion-haltigen 

Häm-Cofaktor [Branchaud, 2000; van Rantwijk und Sheldon, 2000; Warman et al., 2005]. 
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Tabelle 1.1: Übersicht verschiedener Oxygenasen zur Hydroxylierung von aromatischen Verbindungen; 

modifiziert auf Grundlage von [Ullrich und Hofrichter, 2007] 

Enzym Organismus Substrat Produkt Aktives Zentrum Referenz 

Benzol-

dioxygenase 

Pseudomonas 

putida 
Benzol 

Cyclohexa-3,5-

dien-1,2-diol 

Nicht-Häm-Eisen-

Zentrum + Eisen-

Schwefel-Cluster 

[Bagnéris et al., 

2005; Mason et 

al., 1997] 

Naphthalin-

dioxygenase 

Pseudomonas 

putida 
Naphthalin 

1,2-

Dihydronaphtha-

lin-1,2-diol 

Eisen-Schwefel-

Cluster 

[Ferraro et al., 

2005; Ferraro et 

al., 2017] 

Phenylalanin-

hydroxylase 
Homo sapiens Phenylalanin Tyrosin 

Eisen + Tetra-

hydropterin 

[Teigen et al., 

2005] 

Toluol-

monooxygenase 

Pseudomonas 

stutzeri 
Toluol Cresol 

Nicht-Häm-Di-

Eisen-Zentrum 
[Lippard, 2005] 

Fettsäure-

hydroxylase  

(Cytochrom 

P450 BM3) 

Bacillus  

megaterium 
Fettsäuren 

ω-Hydroxy-

Fettsäuren 

Häm-Eisen-

zentrum 

[Warman et al., 

2005] 

Tyrosinase 
aerobe  

Organismen 
Tyrosin 

Dihydroxyphe-

nylalanin (Dopa) 
Kupfer-Zentrum 

[Halaouli et al., 

2006; Kim und 

Uyama, 2005] 

Unspezifische  

Peroxygenase 

Agrocybe  

aegerita 

Benzol  
Phenol, Chinon, 

Catechol Häm-Eisen-

zentrum 

[Hofrichter und 

Ullrich, 2006; 

Pecyna et al., 

2009] Naphthalin Naphthol 

Hydroxyben-

zoathydroxylase 

Aerobe  

Prokaryoten 

4-Hydroxy-

benzoesäure 

3,4-Dihydroxy-

benzoesäure 

FAD 

(ohne Metallio-

nen) 

[Ballou et al., 

2005] 

Lösliche  

Methan-

monooxygenase 

Methylosinus 

trichosporium 
Methan Methanol 

Nicht-Häm-Di-

Eisen-Zentrum 

[Jones et al., 

2020; Tonge et 

al., 1977] 

 

Die Hydroxybenzoathydroxylase hingegen ist FAD-abhängig und bildet ein Peroxyflavin-

Intermediat als oxygenierende Spezies zur Produktion von 3,4-Dihydroxybenzoesäure 

[Ballou et al., 2005].  

Die Fähigkeit unsubstituierte Aromaten wie Benzol zu hydroxylieren, konnte für verschiedene 

Oxygenasen gezeigt werden. Die Benzoldioxygenase (EC 1.14.12.3) aus Pseudomonas 

putida dihydroxyliert Benzol zu Cyclohexa-3,5-dien-1,2-diol und löst damit den aromatischen 

Charakter des Benzolrings auf [Bagnéris et al., 2005]. Die Peroxygenase aus dem Pilz Ag-

rocybe aegerita (EC 1.11.2.1) katalysiert unter Beibehaltung der aromatischen Eigenschaft 

die Hydroxylierung von Benzol zu Phenol, welches ebenfalls ein Substrat des Enzyms ist 

und weiter zu Hydrochinon und Brenzkatechin umgesetzt wird [Karich et al., 2013].  

Die enzymatische Produktion von Phenol aus Benzol mit dem Fokus auf hoher Produktaus-

beute ist bisher in der Literatur wenig beschrieben. Mit immobilisierter Meerrettichperoxidase 

(EC 1.11.1.7) konnten innerhalb von 20 Minuten 91 µM Phenol gebildet werden [Akasaka et 

al., 1995]. Karich et al. beschrieben die Produktion von 280 µM eines Gemisches aus p-

Benzochinon, Hydrochinon, Brenzcatechin und Phenol mit der unspezifischen Peroxygenase 

aus A. aegerita [Karich et al., 2013]. Shoji und Watanabe zeigten den Umsatz von Benzol zu 

Phenol mit der Fettsäurehydroxylase Cytochrom P450BM3 unter Verwendung von Ködermo-

lekülen [Shoji et al., 2013]. Diese Moleküle sind den nativen Substraten der P450BM3 struk-
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turell ähnlich, werden jedoch nicht umgesetzt. Sie binden in der Substratbindetasche des 

Enzyms und induzieren dadurch die Aktivierung von molekularem Sauerstoff im aktiven 

Zentrum. Kleinere Moleküle können in das aktive Zentrum diffundieren und werden hydroxy-

liert [Kawakami et al., 2011]. In einer Reaktion über 12 Stunden konnten mit 25 µM 

P450BM3 1 mM Phenol hergestellt werden [Shoji et al., 2017]. 

Ein weiteres Enzym, welches Benzol zu Phenol zu hydroxylieren kann, ist die lösliche Me-

thanmonooxygenase (sMMO, EC 1.14.13.25). Bereits 1977 wurde die Aktivität der sMMO 

aus Methylococcus capsulatus Bath (MCB) gegenüber einer großen Anzahl von Substraten, 

unter anderem Benzol, nachgewiesen [Colby et al., 1977]. Die Methanmonooxygenase ist 

ein Enzym, welches in obligat aeroben methanotrophen Bakterien (Kapitel 1.1.5) vorkommt 

und für die Fixierung von Methan als Kohlenstoff- und Energiequelle zuständig ist. 

1.1.5 Methanotrophe Bakterien 

Methanotrophe sind gramnegative Proteobakterien, die Methan als einzige Kohlenstoff- und 

Energiequelle nutzen können. Die erste Beschreibung von methanotrophen Organismen 

erfolgte 1906 durch N. Söhngen [Söhngen, 1906]. Die intensive Charakterisierung methanot-

ropher Bakterien erfolgte 64 Jahre später durch R. Whittenbury und Kollegen [Whittenbury et 

al., 1970]. Die bis heute gültige Klassifizierung teilt die Methanotrophen in drei Gruppen ein: 

Typ I, Typ II und Typ X. Diese unterscheiden sich im Stoffwechsel und in der Morphologie 

der ausgebildeten Membranstrukturen. Generell sind Typ I Methanotrophe γ-Proteobakterien 

und assimilieren Formaldehyd über den Ribulosemonophosphat-Weg. Typ II Methanotrophe 

sind α-Proteobakterien und nutzen dazu den Serin-Weg. Da es bei der Einordnung der Me-

thanotrophen viele Ausnahmen gibt, wurde der Typ X als zusätzliche Gruppe etabliert, wel-

che ebenfalls den γ-Proteobakterien zuzuordnen ist und gleichzeitig Proteine des Serin-

Stoffwechselweges ausbildet [Hanson und Hanson, 1996; Park und Lee, 2013]. Zu den pro-

minentesten Vertretern der Methanotrophen zählen der Typ II-Stamm Methylosinus trichos-

porium OB3b und der Typ X-Stamm Methylococcus capsulatus Bath. Das Genom von M. 

capsulatus Bath wurde 2004 und das von M. trichosporium OB3b 2010 vollständig sequen-

ziert [Stein et al., 2010; Ward et al., 2004]. 

Methanotrophe Bakterien bieten großes Potenzial zur biotechnologischen Anwendung, vor 

allem unter dem Aspekt der Green Chemistry, da mit Methan als Substrate ein klimaschädli-

ches Treibhausgas gebunden werden kann. M. capsulatus Bath wird bereits zur Herstellung 

von single-cell-protein (SCP) als proteinreicher Tierfutterzusatz eingesetzt [Øverland et al., 

2010; Petersen et al., 2017]. Seit 2016 betreibt die Firma Calysta (USA) eine Anlage zur 

SCP-Produktion aus Methan mit Methanotrophen [Calysta-Inc., 2020; Silverman, 2016]. Die 

Herstellung von biobasierten Polymeren wie Polyhydroxybutyrat (PHB) ist ebenfalls Gegen-

stand aktueller Forschung. Verschiedene methanotrophe Stämme, unter anderem M. 

trichosporium OB3b, konnten bereits für die Synthese von PHB eingesetzt werden 

[Wendlandt et al., 2005; Zhang et al., 2008]. Andere biotechnologische Prozesse, in denen 

methanotrophe Bakterien Anwendungsmöglichkeiten finden, sind die Herstellung von Lipiden 

als Treibstoff oder als Nahrungsmittelzusatz, sowie die Herstellung von Vitamin B12 oder 

Ectoin [Strong et al., 2015]. Derzeit werden verschiedene Prozesse erforscht, in denen Me-

thanotrophe eingesetzt werden, um Methan zu fixieren und lösliche, organische Metaboliten, 

wie Methanol, Formaldehyd und organische Säuren herzustellen [AlSayed et al., 2018; 

Wang et al., 2021]. 
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1.1.6 Methanmonooxygenase 

Das Schlüsselenzym im Methanstoffwechsel der beschriebenen Organismen ist die Me-

thanmonooxygenase (MMO). Die MMO ist für die Fixierung des Methans zuständig und nutzt 

molekularen Sauerstoff zur Oxidation von Methan zu Methanol. 

CH4 + O2 + NADH/H+  CH3OH + H2O + NAD+   

Die meisten methanotrophen Stämme bilden eine membrangebundene partikuläre Methan-

monooxygenase (pMMO, EC 1.14.18.3). Einige Organismen, wie M. trichosporium OB3b 

und M. capsulatus Bath, sind außerdem in der Lage eine lösliche Methanmonooxygenase 

(sMMO, EC 1.14.13.25) zu bilden. Die Expression der beiden Gene für die verschiedenen 

Formen der MMO wird über den sogenannten copper-switch reguliert [Cornish et al., 1984]. 

Unter Kupfermangel wird die lösliche Form der MMO gebildet. Ab einem Kupfer-zu-

Biomasse-Verhältnis von 0,55 – 1,66 µmol/gBTM wird die partikuläre Form gebildet [Jahng 

und Wood, 1996; Lloyd et al., 1999; Murrell et al., 2000]. Beide MMOs zeichnen sich durch 

eine komplexe Struktur aus. Die wesentlichen Unterschiede sind zum einen die Lokalisation 

der MMOs und zum anderen die aktiven Zentren. Die sMMO besitzt ein Nicht-Häm-Di-Eisen-

Zentrum während die pMMO Kupferionen im aktiven Zentrum bindet [Chan et al., 2021; 

Sirajuddin und Rosenzweig, 2015]. Detailliert verglichen werden die verschiedenen Formen 

der MMO in einem Review von M. Ross und A. Rosenzweig [Ross und Rosenzweig, 2017]. 

Für die sMMO ist eine Vielzahl an akzeptierten Substraten beschrieben. Neben dem nativen 

Substrat Methan kann die sMMO verschiedene gesättigte oder ungesättigte, zyklische, aro-

matische und halogenierte Kohlenwasserstoffe hydroxylieren. Die Anzahl der identifizierten 

Substrate liegt über 100 [Borodina et al., 2007]. Dieses große Substratspektrum bietet Po-

tenzial zur vielseitigen biotechnologischen Anwendung der sMMO. Bei enzymatischer Syn-

these bestimmter organischer Verbindungen ist allerdings auch zu beachten, dass es durch 

die breite Substratspezifität auch zur Bildung von Produktgemischen kommen kann, da auch 

primäre Hydroxylierungsprodukte als Substrate dienen können. 

Die sMMO ist ein Multiproteinkomplex bestehend aus drei Komponenten, der Hydroxylase 

(MMOH), dem regulatorischen Protein B (MMOB) und der Reduktase (MMOR), welche in 

den folgenden Kapiteln näher beschrieben werden. 

Innerhalb der Methanotrophen sind die Gensequenzen der sMMO zum Teil hoch konserviert. 

Zwischen den Stämmen M. trichosporium OB3b und M. capsulatus Bath liegt die Sequenzi-

dentität der Untereinheiten der sMMO zwischen 42 und 82 %. Die sMMO zeigt auch struktu-

relle Ähnlichkeit zu anderen Monooxygenasen, wie beispielsweise der Toluolmonooxygena-

se, welche ebenfalls über ein Carboxylat-verbrücktes Nicht-Häm-Di-Eisen-Zentrum verfügt 

[Coufal et al., 2000]. 

1.1.6.1 MMOH 

Die Hydroxylase (MMOH, 245 kDa) besitzt eine hetero-hexamere Struktur aus zwei α-, zwei 

β- und zwei γ-Untereinheiten. Das aktive Zentrum ist ein über zwei Histidin und vier Gluta-

minsäure-Reste koordiniertes Nicht-Häm-Di-Eisen-Cluster in der α-Untereinheit. Als funktio-

nelle Einheit wird ein Trimer aus α, β, γ bezeichnet. Die Kristallstruktur der MMOH und das 

aktive Zentrum sind in Abbildung 1.1 dargestellt. Anhand der Kristallstruktur und des Verglei-

ches mit anderen bakteriellen Multiprotein-Monooxygenasen wurde eine 12 Å lange Pore 

identifiziert, welche einen Elektronen- und Protonentransfer vom umgebenden Lösungsmittel 

zum aktiven Zentrum erlaubt [Elango et al., 1997; Rosenzweig et al., 1997]. Der genaue 

Gleichung 1.1 
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Transfer der Substrate Sauerstoff und Methan in das aktive Zentrum ist noch nicht abschlie-

ßend geklärt. Ein aus drei Kavitäten bestehender Kanal mit einer Länge von 35 – 40 Å bietet 

eine mögliche Route für den Substrat- und Produkttransfer zwischen aktivem Zentrum und 

umgebenden Lösungsmittel. Der Übergang zwischen den Kavitäten 1 und 2 ist durch eine 

Phenylalanin- oder Tryptophan-Seitenkette blockiert [Jones et al., 2020; Lee et al., 2013]. 

Die Bindung von MMOB im Verlauf des katalytischen Zyklus führt zu einer strukturellen Än-

derung der MMOH, wodurch der Übergang zwischen den Kavitäten 1 und 2 ermöglicht wird 

[Banerjee et al., 2019]. Erst 2020 wurde mit Hilfe von Kristallstrukturen ein weiterer Tunnel 

identifiziert, dessen Zugang durch die Aminosäure W308 kontrolliert wird, und der aufgrund 

seiner Größe und seiner hydrophoben Umgebung einen möglichen Kanal für einen Transfer 

von Sauerstoff darstellt [Jones et al., 2020]. Die Bindung von MMOB induziert auch in dem 

W308-Tunnel strukturelle Änderungen, die einen Sauerstofftransfer unterstützen. Möglicher-

weise dient der W308-Tunnel auch als Substratkanal für Methan [Jones et al., 2020]. 

MMOB beeinflusst durch die Bindung nicht nur den Zugang der Substrate. Es konnten Ver-

änderungen in der Koordination des Di-Eisen-Zentrums nachgewiesen werden, welche zu 

einer Veränderung des Redoxpotenzials und damit zu einer beschleunigten Bildung von re-

aktiven Übergangszuständen innerhalb des Katalysemechanismus führen [Chang et al., 

1999]. Die Region, an die sowohl MMOB als auch MMOR im Reaktionsverlauf binden, nennt 

sich Canyon-Region. Durch die Bindung von MMOB wird auch der Zugang zur Pore blockiert 

und damit Elektronentransfer kontrolliert [Wang et al., 2014]. 

MMOH ist in der Lage, auch ohne Kooperation mit MMOB Methan zu hydroxylieren, jedoch 

verläuft die Reaktion mit MMOB um den Faktor 150 schneller [Liu et al., 1995b]. Der Kataly-

semechanismus ist in Kapitel 1.1.6.4 detaillierter beschrieben.  

1.1.6.2 MMOB 

Das regulatorische Protein B (MMOB, 14,8 kDa) besitzt selbst kein katalytisches Zentrum. 

Die Struktur von MMOB von M. trichosporium OB3b wurde von Chang et al. 1999 veröffent-

licht und ist in Abbildung 1.2A dargestellt [Chang et al., 1999]. MMOB besitzt eine hochstruk-

turierte Kernregion, während sowohl N- (Aminosäuren 1 – 35) als auch C-Terminus (Amino-

säuren 127 – 138) keine rigide Struktur aufweisen. Beide Termini scheinen für die sMMO-

Fe Fe 

E11

4 

H14

7 
E144 

H246 

E209 

E24

3 

B A 

Abbildung 1.1: Röntgenkristallstruktur der Hydroxylase aus M. trichosporium OB3b (PDB: 1MTY, 1MHZ); 

A: Heterohexamer α2β2γ2; beige: α-Untereinheit; violett: β-Untereinheit; grün: γ-Untereinheit; rot: Eisenio-

nen im aktiven Zentrum der α-Untereinheit; B: Carboxylat- und Histidin-verbrücktes Di-Eisen-Zentrum 

[Elango et al., 1997; Rosenzweig et al., 1997]; Abbildung erstellt mit pymol. 
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Aktivität essenziell zu sein. Eine Deletion der ersten sechs N-terminalen Aminosäuren von 

MMOB aus M. capsulatus Bath führte zum Verlust der sMMO-Aktivität [Callaghan et al., 

2002]. C-terminal verkürzte Varianten zeigten ebenfalls deutlich geringere Umsatzraten und 

eine erhöhte Freisetzung von Peroxiden [Zhang et al., 2006].  

Untersuchungen mit anderen Substraten, als dem natürlichen Methan, zeigten, dass die Bin-

dung von MMOB an die Canyon-Region der MMOH einen Einfluss auf die Substrat- und Re-

giospezifität hat. Schematisch ist dies in Abbildung 1.2B dargestellt. 

Mittels Mutagenesestudien wurden verschiedene Aminosäuren identifiziert, die sich inner-

halb der strukturierten Kernregion befinden und für die Interaktion mit der MMOH relevant 

sind [Wallar und Lipscomb, 2001]. Die Position 111 liegt an der Proteinoberfläche und beein-

flusst die Affinität von MMOB zur MMOH [Zhang et al., 2006]. Ein Austausch von Threonin 

111 zur kürzeren und unpolaren Seitenkette Alanin führte zu einem leichten Anstieg der 

sMMO-Aktivität gegenüber dem Modellsubstrat Nitrobenzol. Der Austausch zur voluminöse-

ren Seitenkette Tyrosin führte zu einer Verringerung der Affinität zur MMOH und gleichzeitig 

zu einer Veränderung der Regioselektivität für das Substrat Nitrobenzol [Brazeau und 

Lipscomb, 2003]. Als zweite relevante Position wurde Serin 109 identifiziert. Ein Austausch 

zu Alanin hatte ebenfalls einen positiven Effekt auf die sMMO-Aktivität. In der Variante 

S109A/T111A konnte eine Synergie der zuvor beschriebenen positiven Effekte beobachtet 

werden. Die sMMO-Aktivität gegenüber Nitrobenzol konnte um den Faktor 1,2 – 1,7 gestei-

gert werden [Brazeau und Lipscomb, 2003]. 

1.1.6.3 MMOR 

Die Reduktase (MMOR, 38 kDa) ist der Enzymklasse der Ferredoxin-NAD(P)-

Oxidoreduktasen zuzuordnen und transportiert pro Reaktionszyklus zwei Elektronen vom 

Cofaktor NADH zum aktiven Zentrum der MMOH. Bisher konnten lediglich die NMR-

Strukturen der C-terminalen FAD- und der N-terminalen Ferredoxin-Domäne von M. capsula-

tus Bath unabhängig voneinander bestimmt werden [Chatwood et al., 2004; Müller et al., 

2002]. Diese sind in Abbildung 1.3 dargestellt. Im Verlauf des Katalysezyklus bindet zu-

nächst NADH an die Bindestelle (Rossmannspalte) der C-terminalen FAD-Domäne. Über 

zwei Charge-transfer-Komplexe (CT1, CT2) werden zwei Elektronen sequenziell von NADH 

Abbildung 1.2: A: NMR-Struktur des regulatorischen Protein B (MMOB) aus M. trichosporium OB3b (PDB 

2MOB) [Chang et al., 1999]; Abbildung erstellt mit pymol;  B: schematische Darstellung der Interaktion 

von MMOB mit der α-Untereinheit der MMOH; Kontrolle des Substratzugangs zum aktiven Zentrums durch 

die Aminosäuren S109 und T111 der MMOB; Modellsubstrat Nitrobenzol dargestellt; Abbildung modifiziert 

auf Grundlage von [Wallar und Lipscomb, 2001]. 
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auf FAD übertragen. Parallel zur Freisetzung des oxidierten NAD+ findet die intramolekulare 

Übertragung der Elektronen vom nun reduzierten FADH- zum (2Fe-2S)-Cluster statt. Dabei 

wird ein Flavin-Semichinon gebildet. Nach der schrittweisen Reduktion des (2Fe-2S)-

Clusters folgt die intermolekulare Elektronenübertragung auf das Nicht-Häm-Di-Eisen-

Zentrum der MMOH [Merkx et al., 2001]. 

 

1.1.6.4 Reaktionszyklus 

Für den katalytischen Prozess der sMMO zur Hydroxylierung von Methan ist eine komplexe 

Dynamik der Komponenten MMOH, MMOB und MMOR essenziell. Der Katalysemechanis-

mus ist seit mindestens 40 Jahren Gegenstand intensiver Forschung [Banerjee et al., 2019; 

Jones et al., 2020]. Aus zahlreichen Untersuchungen wird folgender Katalysemechanismus 

(Abbildung 1.4) angenommen: Liegt die Hydroxylase im oxidierten Zustand vor (Hox), ist die 

Affinität der MMOR zur MMOH höher als die von MMOB. Zunächst bindet MMOR an die 

Canyon-Region und liefert Elektronen von NADH an Hox. Diese werden vom reduzierten 

(2Fe-2S)-Cluster in MMOR über ein Netzwerk aus Wasserstoffbrücken in der hydrophilen 

Pore an das Nicht-Häm-Di-Eisen-Zentrum Hox der MMOH gegeben. Die beiden Eisenionen 

wechseln ihre Oxidationsstufen von +3 zu +2 (Hred). Als Aminosäuren, die am Elektronen-

transport beteiligt sind, wurden T213, N214 und E240 identifiziert [Banerjee et al., 2019; Lee 

et al., 2013]. Über dieselbe Pore werden die benötigten Protonen in Form von Hydroniumio-

nen geliefert. Im reduzierten Zustand ist die Affinität des MMOB zur MMOH höher, MMOR 

dissoziiert von der Hred. MMOB bindet an die Canyon-Region und induziert strukturelle Ände-

rungen der MMOH, die den Substratkanal für Sauerstoff und Methan öffnen (siehe Kapi-

C 

N 

H98 

C99 

Abbildung 1.3: NMR-Strukturen von Domänen der Reduktase aus M. capsulatus Bath; A: C-terminale Do-

mäne (C99 – A348; PDB 1TVC); gebundener Cofaktor FAD in Stabmodell dargestellt [Chatwood et al., 

2004]; B: N-terminale Domäne (M1 – H98; PDB 1JQ4); Eisen (rot)-Schwefel (gelb)-Cluster in Kugelmodell 

dargestellt; Eisen-koordinierende Cystein-Seitenketten in Stabmodell dargestellt [Müller et al., 2002]; Ab-

bildungen erstellt mit pymol. 

A B 
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tel1.1.6.1, Seite 6) und die Reaktivität der Eisenionen erhöhen [Jones et al., 2020]. Außer-

dem blockiert MMOB den Zugang zur Pore und verhindert damit den Transport überschüssi-

ger Elektronen [Wang et al., 2014; Wang et al., 2015]. Im Folgenden durchläuft das aktive 

Zentrum der MMOH verschiedene intermediäre Zustände mit unterschiedlichen Oxidations-

stufen. Die Aufklärung der einzelnen Stufen erfolgte unter anderem mit Aufnahme optischer 

und Elektronenspinresonanz-Spektren [Banerjee et al., 2019]. In Abbildung 1.4 ist der Zyk-

lus, der verschiedenen Übergangszustände schematisch dargestellt. 

Der Komplex aus Hred und MMOB reagiert mit Sauerstoff und bildet das Intermediat O [Liu et 

al., 1995a]. Dabei ist das O2-Molekül im aktiven Zentrum lokalisiert aber nicht an das Di-

Eisen-Zentrum gebunden. In den Zuständen P* und P wird das Sauerstoffmolekül gebunden 

und über einen Metall-zu-Ligand-Elektronentransfer aktiviert. Das ermöglicht die Spaltung 

der O-O-Bindung, wodurch sich der hochreaktive Übergangszustand Q bildet. Aufgrund der 

geometrischen Koordination der Sauerstoffatome mit FeIV-Ionen wird dieser Zustand auch 

als diamond core bezeichnet [Banerjee et al., 2013; Lee und Lipscomb, 1999; Tinberg und 

Lippard, 2009]. Der Zustand Q reagiert direkt mit Methan. Vermutlich wird zunächst ein Was-

serstoffatom abstrahiert, was zur Ausbildung eines Methylradikals und eines gebundenen 

Hydroxylradikals führt (R). Die beiden Radikale rekombinieren und bilden Methanol (T). 

MMOH befindet sich wieder im oxidierten Zustand Hox und Methanol wird freigesetzt. Auf-

grund der veränderten Affinität dissoziiert MMOB von der Hox und MMOR bindet zum Start 

des neuen Zyklus. Die Methanfreisetzung als letzter Schritt den Reaktionszyklus wurde als 

geschwindigkeitsbestimmender Schritt der Reaktion identifiziert [Lee et al., 1993]. In Abwe-

senheit von MMOB ist die Bildung von O und P* verlangsamt und bestimmt die Reaktionsge-

schwindigkeit. 

Einige Hypothesen zum Katalysemechanismus werden weiterhin intensiv diskutiert, insbe-

Abbildung 1.4: Reaktionszyklus der sMMO im aktiven Zentrum der MMOH-α-Untereinheit; Darstellung der 

Intermediären Zustände H
ox

, H
red

, O, P*, P, Q, R, T. Abbildung modifiziert auf Grundlage von [Banerjee et 

al., 2019]. 
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sondere die Architektur des Übergangszustandes Q und der Substratkanal. Auch die Ergeb-

nisse von Paulsen et al. lassen sich nicht in allen Teilen mit dem zuvor beschriebenen Kata-

lysemechanismus in Einklang bringen. Sie untersuchten die Redox-Potenziale und Dissozia-

tionskonstanten einzelner Oxidationsstufen des MMOH-MMOB-Komplexes. Für die Bindung 

zwischen Hox und MMOB bestimmten sie einen Kd Wert von 8 nM, während für die Bindung 

zwischen Hred und MMOB der Kd-Wert mit 500 µM mehrere Größenordnungen höher war 

[Paulsen et al., 1994]. Dementsprechend bindet MMOB bevorzugt an Hox und weniger stark 

an Hred. Nach dem beschriebenen Katalysemechanismus bindet jedoch MMOR an den oxi-

dierten Zustand der MMOH (Hox) und der entstehende MMOH-MMOR-Komplex müsste 

demnach einen noch geringeren Kd-Wert ausweisen. Dies konnte experimentell jedoch bis-

her nicht bestätigt werden und wird dementsprechend weiter diskutiert [Liu et al., 1997; 

Paulsen et al., 1994]. Unstrittig ist, dass Q den stärksten oxidierenden Zuständen in der Na-

tur zuzuordnen ist [Banerjee et al., 2019]. 

Sowohl für die sMMO aus M. trichosporium OB3b als auch für die sMMO aus M. capsulatus 

Bath wurde eine Entkopplung des Elektronentransfers von der Produktbildung beobachtet. 

Grund dafür sind verschiedene Nebenreaktionen. MMOR kann in Abwesenheit der Hydro-

xylase die Elektronen von NADH auf Sauerstoff übertragen, was zur Bildung von H2O2 führt 

[Gassner und Lippard, 1999; Zhang und Lipscomb, 2006]. MMOH ist ebenfalls in der Lage 

H2O2 zu bilden, wenn kein Kohlenwasserstoff als Substrat vorliegt [Valentine et al., 1999]. 

Aufgrund der Nebenreaktionen verbraucht die sMMO mehr NADH, als Zielprodukt gebildet 

wird. Das Verhältnis zwischen Elektronenverbrauch und Zielproduktbildung wird als Kopp-

lungseffizienz definiert ist unter anderem abhängig von dem eingesetzten Substrat und dem 

stöchiometrischen Verhältnis der sMMO-Komponenten. Des Weiteren wurde für die Hydro-

xylase eine Peroxidase-Aktivität nachgewiesen werden. Der Zustand P kann aus Hox auch 

über den „peroxide shunt“ erreicht werden, bei dem H2O2 als Elektronen und Protonendonor 

dient [Froland et al., 1992]. Vergleichbare Beobachtungen wurden auch für andere Mo-

nooxygenasen, wie z. B. der Butanmonooxygenase [Dubbels et al., 2007] und Cytochrom 

P450 [Loida und Sligar, 1993; Schlezinger et al., 2006] gemacht. In Experimenten mit der 

sMMO aus M. trichosporium OB3b und dem Modellsubstrat Nitrobenzol konnte A. Griethe 

die Entkopplung des Elektronentransfers von der Bildung des Zielprodukts p-Nitrophenol 

zeigen. Die Kopplungseffizienz lag zwischen 3 und 30 %. Außerdem konnte eine Akkumula-

tion von 100 – 300 µM H2O2 nachgewiesen werden. Trotz der Peroxidase-Aktivität hat H2O2 

einen inhibitorischen Effekt auf die sMMO. Konzentrationen zwischen 107 und 145 µM ver-

ringern die sMMO-Aktivität um 50 % (IC50) [Griethe, 2018]. Die Entkopplung des Elektronen-

transfers und die damit zusammenhängende Bildung von inhibitorischem Wasserstoffperoxid 

werden als maßgebliche Gründe dafür betrachtet, weshalb die beobachtete Zielproduktbil-

dung der sMMO nach wenigen Minuten stagniert und dementsprechend nur geringe Ausbeu-

ten erzielt werden [Griethe, 2018]. 

1.1.7 Multi-Enzym-Kaskaden 

Die Optimierung von chemischen und biotechnologischen Herstellungsverfahren stellt eines 

der wichtigsten Ziele in der Forschung dar. In den letzten Jahrzehnten hat neben dem öko-

nomischen Aspekt auch der ökologische Effekt eines Prozesses an Relevanz gewonnen 

[Noyori, 2009; Woodley, 2008]. Sowohl bei der Auswahl der Ressourcen, als auch bei dem 

Produktionsprozess selbst müssen Aspekte der green chemistry, wie Nachhaltigkeit und 

Umweltverträglichkeit, beachtet werden [Zimmerman Julie et al., 2020]. Eine Alternative zur 

chemischen Synthese organischer Moleküle ist die Biokatalyse unter Verwendung von En-
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zymen oder Mikroorganismen. Um den energetischen und technischen Aufwand eines Pro-

zesses zu verringern, bietet sich die Kombination mehrerer Reaktionen einer Synthese in 

einem Schritt an. Da viele Enzyme unter Bedingungen, die dem Cytosol von Zellen gleichen, 

optimale katalytische Eigenschaften zeigen, können diese häufig in one-pot-Reaktionen ein-

gesetzt werden. Dieses Potenzial wurde in den letzten Jahren zunehmend genutzt und es 

wurden diverse Multi-Enzym-Kaskaden zur Synthese komplexer organischer Produkte ent-

wickelt [Ricca et al., 2011; Sperl und Sieber, 2018]. Ursprünglich wurde der Begriff „Kaska-

de“ für eine Abfolge von Reaktionsschritten mit unstabilen Zwischenprodukten bis zur finalen 

Bildung eines stabilen Produkts verwendet. Die Kombination mehrerer Reaktionen in einem 

Ansatz, die prinzipiell auch separat durchgeführt werden könnten, wurde als „Tandem-

Reaktion“ definiert. Mittlerweile wird der Begriff der „Kaskade“ weitergefasst und bezeichnet 

auch Reaktionssysteme, in denen mehrere Schritte spontan oder durch einen oder mehrere 

biologische oder chemische Katalysatoren in einem Reaktionsgefäß kombiniert werden 

[Bruggink et al., 2003; Ricca et al., 2011]. Im Bereich der Multi-Enzym-Kaskaden werden je 

nach Aufbau der Kaskade verschiedene Kategorien definiert, von denen einige im Folgenden 

näher beschrieben werden. 

Die lineare Kaskade (Abbildung 1.5A) bezeichnet die Umwandlung eines Substrates über 

mindestens ein Intermediat zum Produkt. Primär bietet diese Kaskade einen ökonomischen 

Vorteil, da der zeitliche Aufwand verringert wird und eine Isolation der Zwischenprodukte 

umgangen wird. Einen weiteren Vorteil bietet die lineare Kaskade bei Prozessen mit toxi-

schen oder instabilen Zwischenprodukten, da diese im besten Fall nicht akkumulieren. Bei 

reversiblen Reaktionen führt das Weiterreagieren des Zwischenprodukts dazu, dass die Re-

aktion in Richtung des Produktes getrieben wird und die Ausbeuten erhöht werden können 

[Ricca et al., 2011]. Als orthogonale Kaskade (Abbildung 1.5B) wird ein System bezeichnet, 

in dem die Umwandlung von Substrat zu Produkt an weitere Reaktionen gekoppelt ist. Ein 

prominentes Beispiel ist die Regeneration von Cofaktoren oder der Abbau von Nebenproduk-

ten. Inhibitorische Nebenprodukte können die katalytische Aktivität von Enzymen und damit 

die Produktausbeute verringern. Toxische Nebenprodukte stellen unter Umständen hohe 

Anforderungen an den technischen Prozess. Ein Abbau der Nebenprodukte kann dement-

sprechend viele Vorteile bieten. Teure Cofaktoren wie NADH oder ATP können durch den 

Einsatz von Regenerationskaskaden wiederhergestellt werden und müssen nicht in stöchio-

metrischen Verhältnissen zum Zielsubstrat eingesetzt werden. Die für die Regeneration des 

Cofaktors implementierten Enzyme nutzen im Idealfall günstige Substrate, wodurch die öko-

A 

C D 

B 

Abbildung 1.5: Schematische Darstellung von Reaktionskaskaden, Einteilung nach Ricca et al.; S: Sub-

strat; I: Intermediat/Zwischenprodukt; P: Zielprodukt; X, Y, Z: Nebenprodukt; A: lineare Kaskade; B: or-

thogonale Kaskade; C: parallele Kaskade; D: zyklische Kaskade; Abbildung modifiziert basierend auf 

[Ricca et al., 2011]. 
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logische Bilanz der Kaskade optimiert werden kann. Häufig zur Cofaktorregenerierung ein-

gesetzte Enzyme sind die Glucosedehydrogenase und Formiatdehydrogenase zur Regene-

ration von NADH und NADPH oder die Acetatkinase zur Regeneration von ATP [Zhao und 

van der Donk, 2003]. In einer parallelen Kaskade (Abbildung 1.5C) werden zwei Reaktionen 

über Cofaktoren oder Nebenprodukte miteinander gekoppelt. Im Unterschied zur orthogona-

len Kaskade werden dabei beide Produkte der miteinander gekoppelten Reaktionen als Ziel-

produkte betrachtet [Bisogno et al., 2010; Rioz-Martínez et al., 2010]. Zur Deracemisierung 

von Aminosäuren wurden zyklische Kaskaden entwickelt (Abbildung 1.5D). Dabei wird bei-

spielsweise ein Enantiomer eines Racemats zum gewünschten Produkt umgesetzt, während 

das andere Enantiomer zu einem Nebenprodukt umgesetzt wird. Dieses Nebenprodukt kann 

durch eine zweite Reaktion wieder zu einer Mischung der Ausgangssubstrate umgesetzt 

werden. Dadurch kommt es zu Akkumulation des enantiomerenreinen Zielprodukts [Ricca et 

al., 2011; Turner, 2008; Turner, 2010]. 

Das Design einer Enzymkaskade stellt neue Herausforderungen an die Prozessentwicklung. 

Damit der vielversprechende ökonomische Vorteil einer Kaskade genutzt werden kann, darf 

die Herstellung der zusätzlich integrierten Biokatalysatoren nicht kostenintensiver sein, als 

die Ersparnis durch die Kaskade. Außerdem müssen die Reaktionsbedingungen wie Tempe-

ratur, pH-Wert und Ionenstärke angepasst werden, sodass alle beteiligten Enzyme kataly-

tisch effizient arbeiten können. Um eine Akkumulation von unerwünschten Nebenprodukten 

zu vermeiden, müssen die kinetischen Parameter der ausgewählten Kaskadenenzyme auf-

einander abgestimmt sein. Abhängig vom KM-Wert und den Umsatzraten der einzelnen En-

zyme müssen die eingesetzten Enzymaktivitäten angepasst werden. Für einen stabilen Pro-

zess ist ebenso die total turnover number (TTN) aller Kaskadenenzyme relevant. Eine gerin-

ge TTN eines Enzyms kann die gesamte Kaskade limitieren, da z. B. ein Enzym zur Cofak-

torregenerierung frühzeitig an Aktivität verliert. 

Eine Enzymkaskade zur Regeneration des Cofaktors NAD(P)H wurde bereits für verschie-

dene Monooxygenasen beschrieben [Klaus et al., 2019; Torres Pazmiño et al., 2010]. A. 

Griethe setzte die Glucosedehydrogenase aus Pseudomonas spec. zur NADH-Regeneration 

in Kombination mit der sMMO ein und war damit in der Lage, Umsätze von 175 % bezogen 

auf die eingesetzte Cofaktormenge zu zeigen [Griethe, 2018]. 

Abbildung 1.6: Enzymkaskade der sMMO-Reaktion mit Cofaktorregenerierung und Disproportionierung 

von H2O2; sMMO: lösliche Methanmonooxygenase; H: Hydroxylase; B: regulatorisches Protein B; R: 

Reduktase; GDH: Glucosedehydrogenase; CAT: Katalase; Abbildung aus [Griethe, 2018] modifiziert. 
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Ein zweites Enzym, dessen Einsatz in einer Enzymkaskade mit Monooxygenasen in der Lite-

ratur beschrieben wurde, ist die Katalase. Diese disproportioniert H2O2 zu H2O und O2. 

Dadurch wird das sehr reaktive und für die sMMO inhibitorische Nebenprodukt abgebaut und 

dessen Akkumulation verhindert. Dubbels et al. beschrieben den Einsatz von Katalase in 

einer Kaskade mit der Butanmonooxygenase aus Pseudomonas butanovora. Dadurch konn-

te die Akkumulation von H2O2 als Nebenprodukt reduziert werden. Die Reaktionsgeschwin-

digkeit und die finale Ausbeute konnten dementsprechend gesteigert werden [Dubbels et al., 

2007]. A. Griethe nutzte ebenfalls die Katalase und war in der Lage, mit einer Kaskade aus 

Glucosedehydrogenase (Pseudomonas spec.) und Katalase (Bos taurus) die Produktaus-

beute der sMMO beim Umsatz des Modellsubstrats Nitrobenzol von 0,6 % auf 1,2 % zu ver-

doppeln. Für den Umsatz des physiologischen Substrats Methan konnte die Ausbeute durch 

den Einsatz der Katalase von 0,5 % auf 3,6 % um den Faktor 7 gesteigert werden [Griethe, 

2018]. In Abbildung 1.6 ist eine schematische Abbildung der von A. Griethe entwickelten 

Kaskade aus sMMO, GDH und Katalase dargestellt. A. Griethe betonte das Potenzial, dass 

die Leistungsfähigkeit der Kaskade und somit die Produktausbeute durch Anpassung der 

eingesetzten Enzymaktivitäten noch gesteigert werden könnte. 

1.1.8 Optimierung von Biotransformationsprozessen 

Mit dem Ziel, Produktionsprozesse nachhaltiger und umweltverträglicher zu gestalten, wird 

der Einsatz von Enzymen in der organischen Synthese immer populärer [Münch et al., 2021; 

Strohmeier et al., 2011]. Die Biokompatibilität der Biokatalysatoren bietet einen großen Vor-

teil und kann den ökologischen „Fußabdruck“ von biotechnologischen Produktionsprozessen 

verringern. Im Gegensatz zu chemischen Katalysatoren können Enzyme unter Verwendung 

von Mikroorganismen aus erneuerbaren Rohstoffen hergestellt werden. Die intrinsische Re-

gio- und Stereoselektivität von Enzymen ermöglicht zudem Transformationsprozesse, die 

rein chemisch nur schwer realisierbar sind und vereinfacht damit die Prozessstrategie [Yi et 

al., 2021].  

1.1.8.1 Proteinstabilität 

Ein Nachteil, der bei der Nutzung von Biokatalysatoren auch beachtet werden muss, ist in 

der Regel eine geringere Prozessstabilität von Enzymen im Vergleich zu chemischen Kataly-

satoren [Schoemaker et al., 2003]. Dabei wird zwischen thermodynamischer und kinetischer 

Stabilität unterschieden. Die thermodynamische Stabilität beschreibt die Differenz der freien 

Energie durch die Entfaltung von Proteinen und spiegelt die Stabilität des Proteins gegen-

über Temperaturerhöhungen, pH-Wert-Änderungen oder organischen Lösungsmitteln wider. 

Irreversible Entfaltungen, die in der Regel einer Kinetik erster Ordnung folgen, werden durch 

die kinetische Stabilität beschrieben [Sanchez-Ruiz, 2010]. Beispielsweise nimmt die Aktivi-

tät von Enzymen im Zeit- oder Reaktionsverlauf aufgrund von Denaturierung des Proteins 

ab. Diese Deaktivierung im Zeitverlauf kann mittels verschiedener Parameter beschrieben 

werden. Die total turnover number (TTN) bezeichnet die Anzahl der Substratmoleküle, die 

von einem Enzym-Molekül umgesetzt werden, bevor dieses deaktiviert ist. Um einen stabilen 

Prozess zu entwickeln, muss nicht nur die thermodynamische Stabilität des Biokatalysators 

garantiert werden, sondern auch die Deaktivierung im Zeitverlauf, also die kinetische Stabili-

tät, durch geeignete Bedingungen optimiert werden [Feller, 2010; Stepankova et al., 2013]. 

Monooxygenasen katalysieren für organische Synthesen sehr interessante Reaktionen, die 

chemisch nur schwer zu kontrollieren sind. Für viele Monooxygenasen sind allerdings niedri-

ge Aktivitäts- und Stabilitätswerte beschrieben und kostenintensive Cofaktoren nötig. Auf-
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grund dessen ist die Zahl der industriellen Anwendungen dieser Enzyme bisher gering 

[Julsing et al., 2008; Martínez et al., 2017]. Um biotechnologische Produktionsprozesse in 

Bezug auf die Stabilität und hoher Produktausbeuten konkurrenzfähiger zu machen, bieten 

sich verschiedene Ansatzpunkte zur Optimierung an. 

Zum einen können Enzyme aus extremophilen Organismen isoliert werden, deren natürli-

ches Habitat den erforderlichen Prozessbedingungen ähnelt. Zum anderen lassen sich En-

zyme genetisch oder chemisch modifizieren, sodass auch Eigenschaften von Enzymen aus 

mesophilen Organismen an extreme Prozessbedingungen angepasst werden. Eine dritte 

Strategie ist die Stabilisierung des Biokatalysators durch Anpassung der Prozessbedingun-

gen [Luetz et al., 2008]. 

Additive können zugesetzt werden, um für Enzyme optimale Prozessbedingungen aufrecht 

zu erhalten und eine Inaktivierung zu vermeiden. Ein Großteil der kommerziell vertriebenen 

Enzympräparationen enthält stabilisierende Additive. In den meisten Fällen werden Additive 

zur Erhöhung der Lagerstabilität zugesetzt. Salze sind in der Lage, Proteinstrukturen zu sta-

bilisieren, indem sie mit geladenen Aminosäureseitenketten interagieren, die Hydrathülle 

verdrängen und damit Proteine komprimieren [Andrés, 1999]. Polyole und Zucker gehen 

viele Wasserstoffbrückenbindungen an der Proteinoberfläche ein und stärken damit auch 

hydrophobe Wechselwirkungen im Inneren von Proteinen. Durch den Zusatz von Sorbitol, 

Trehalose oder Glycerol konnte beispielsweise sowohl die thermische Stabilität als auch die 

Stabilität gegenüber proteolytischen Verdau von α-Amylase aus Bacillus amyloliquefaciens 

und Bacillus licheniformis gesteigert werden [Khajeh et al., 2006]. Hydrophile Polymere wie 

Polyethylenglykol (PEG) konnten ebenfalls zur Stabilisierung von Enzymen eingesetzt wer-

den. Einer Erklärung von R. Schmid zufolge schützt die Interaktion zwischen Polymer und 

Protein das Enzym vor destabilisierenden Effekten des Lösungsmittels [Schmid, 1979]. Für 

verschiedene Proteine wie Laktatdehydrogenase, Trypsin oder Alkoholdehydrogenase konn-

ten stabilisierende Effekte durch Zusatz von Polyethylenimin verschiedener Kettenlängen 

nachgewiesen werden [Andersson und Hatti-Kaul, 1999]. 

Eine weitere Möglichkeit, die Umgebung von Proteinen in einem Biotransformationsprozess 

anzupassen und zu optimieren, ist die Immobilisierung. Durch Immobilisierung von Enzymen 

an oder in festen Trägermaterialien können diese Schutz bieten vor destabilisierenden Effek-

ten, der Katalysator kann leichter von dem Reaktionsmedium abgetrennt werden und Sub-

strat- und Produktakkumulation können besser kontrolliert werden, um sowohl thermodyna-

mische als auch kinetische Limitationen zu umgehen [Datta et al., 2013]. Immobilisierte En-

zyme können leichter wiederverwendet werden und ermöglichen eine kontinuierliche Pro-

zessführung [Mateo et al., 2007]. Viele der industriell eingesetzten Enzyme sind in Immobi-

lisaten stabilisiert. Eine Übersicht über verschiedene Immobilisierungsmethoden und deren 

Anwendung bietet das Review von R. Sheldon [Sheldon und van Pelt, 2013]. Versuche zur 

Immobilisierung der sMMO wurden von Dr. A. Griethe beschrieben. Die sMMO-Aktivität 

konnte nach Immobilisierung von entweder der MMOH oder von MMOB an ein festes Trä-

germaterial nachgewiesen werden. Die anderen beiden sMMO-Komponenten lagen jeweils 

in löslicher Form vor. Die resultierende Aktivität war betrug lediglich 10 % im Vergleich zum 

freien Enzymkomplex [Griethe, 2018]. Dementsprechend ist die Bindung an ein festes Trä-

germaterial keine geeignete Immobilisierungsmethode für die sMMO. Andere Methoden, wie 

beispielsweise der Einschluss der Enzymkomponenten in eine Gelmatrix oder in Liposomen 

oder Polymersomen, könnten Vorteile bieten, da möglicherweise die Interaktion der Proteine 

untereinander und Beweglichkeit erhalten bleibt. 
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1.1.8.2 Substratverfügbarkeit 

Neben der Stabilität der Biokatalysatoren ist auch die Reaktionsgeschwindigkeit ein relevan-

ter Faktor für biotechnologische Produktionsprozesse. Die Reaktionsgeschwindigkeit wird 

von der Enzymaktivität und der eingesetzten Enzymmenge bestimmt. Die Enzymaktivität ist 

abhängig von der verfügbaren Substratkonzentration. Der mathematischer Zusammenhang 

zwischen Reaktionsgeschwindigkeit und Substratkonzentration wird für einfache enzymati-

sche Reaktionen durch die Michaelis-Menten-Kinetik beschrieben [Michaelis und Menten, 

1913]. 

Um einen enzymatischen Produktionsprozess effizient zu gestalten, sollte eine für das En-

zym optimale Substratkonzentration sichergestellt werden. Abhängig von der Art der Sub-

strate sind dabei unterschiedliche Herausforderungen zu beachten. Für die, durch Mo-

nooxygenasen katalysierte, Hydroxylierung von Kohlenwasserstoffen wird in der Regel mo-

lekularer Sauerstoff als Substrat benötigt. Dieser muss in Lösung vorliegen, um für Enzyme 

zugänglich zu sein. Die Löslichkeit von Sauerstoff in Wasser ist allerdings relativ gering. Bei 

einem Luftdruck von 101,3 kPa und 30 °C beträgt die maximale Konzentration 235 µM [Xing 

et al., 2014]. In Reaktionssystem aus einer Flüssig- und einer Gasphase findet eine Diffusion 

von Sauerstoff zwischen den Phasen statt. Es bildet sich ein Gleichgewicht, das unter ande-

rem von der Temperatur und vom Partialdruck von Sauerstoff abhängig ist. Das Henry-

Gesetz (Gleichung 1.2) beschreibt den Zusammenhang zwischen gelöster Konzentration 

und Partialdruck von Gasen. 

 

𝐇𝐜𝐩 =
𝐜𝐥

𝐩𝐠
  

 

Hcp: Henry-Konstante  

cl: Konzentration in Lösung 

pg: Partialdruck in der Gasphase 

 

R. Sander veröffentlichte eine Sammlung verschiedener Parameter, unter anderem der Hen-

ry-Konstanten, zur Löslichkeit von Gasen in Wasser [Sander, 2015].  

Wird Sauerstoff in der Flüssigphase enzymatisch umgesetzt, sinkt die Konzentration und es 

findet ein Stofftransport von der Gasphase in die Flüssigphase statt, bis der Gleichgewichts-

zustand erreicht ist. In vielen biotechnologischen Produktionsprozessen ist die Sauer-

stoffversorgung ein limitierender Faktor [Lorente-Arevalo et al., 2021]. Der Stofftransport von 

der Gas- in die Flüssigphase wurde von Whitman 1962 durch eine 2-layer-Theorie beschrie-

ben: Auf beiden Seiten einer Grenzfläche zwischen Gas- und Flüssigphase bildet sich ein 

stationärer Film, in dem sich ein Konzentrationsgradient der Gleichgewichtskonzentration 

annähert [Whitman, 1962]. Die treibende Kraft für den Transfer von der Gas- in die Flüssig-

phase ist ein Konzentrationsunterschied zwischen den beiden Phasen, welcher demnach an 

der Grenzfläche am geringsten ist. Aufgrund der geringen Löslichkeit von Sauerstoff in wäss-

rigen Systemen ist die Diffusionsgeschwindigkeit generell langsam [Garcia-Ochoa und 

Gomez, 2009]. Die meisten Strategien zur Erhöhung der Sauerstofftransferrate (oxygen 

transfer rate, OTR) basieren auf einer Vergrößerung der Oberfläche zwischen Gas- und 

Flüssigphase. Eine große Oberfläche wird zum Beispiel durch aktive Begasung und Bildung 

von Blasen im Reaktionssystem erreicht. In Bioreaktoren wird beispielsweise durch eine ho-

he Rührgeschwindigkeit eine möglichst feine Dispersion kleiner Gasbläschen in der Lösung 

Gleichung 1.2 
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erreicht. Blasen- und Schaumbildung können jedoch zur Denaturierung von Proteinen und 

damit zur Inaktivierung von Enzymen führen. Der Kontakt mit der im Vergleich zur wässrigen 

Lösung hydrophoben Gasphase beeinflusst intramolekulare Wechselwirkungen und führt zu 

strukturellen Veränderungen [Perriman et al., 2007]. Außerdem werden durch eine aktive 

Begasung flüchtige, gelöste Stoffe aus der wässrigen Lösung ausgetragen. Bei dem Umsatz 

organischer Moleküle führt das häufig zum Verlust von Substraten oder Produkten aus der 

wässrigen Lösung [Pedersen, 2017]. 

Eine andere Möglichkeit, die Sauerstoffversorgung zu verbessern, ist die Erhöhung des Par-

tialdrucks in der Gasphase. Dadurch wird die Gleichgewichtskonzentration in der Gasphase 

erhöht. Eine höhere Differenz zwischen apparenter Sauerstoffkonzentration und Gleichge-

wichtskonzentration führt dann zu einer höheren Diffusionsgeschwindigkeit. Ein Nachteil ei-

nes höheren Sauerstoffpartialdrucks ist, dass Sauerstoff in höheren Gaskonzentrationen 

spezielle Sicherheitsanforderungen an den Reaktionsaufbau stellt. Außerdem kann eine Er-

höhung der Sauerstoffkonzentration durch oxidative Effekte die Inaktivierung von Enzymen 

beschleunigen [Saville und Persi, 1992]. 

Tabelle 1.2: Ausgewählte physikalische Kenndaten von, in der vorliegenden Arbeit untersuchten, Subs-

traten und Produkten; (*) Löslichkeit bei 101,3 kPa Partialdruck des jeweiligen Gases; (**) Löslichkeit bei 

21,3 kPa Partialdruck von Sauerstoff (entspricht Luft bei Normaldruck 101,3 kPa). 
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Sauerstoff 32 g/mol Gasförmig 
235 µM** 

[Xing et al., 2014] 
1,12 mM* 

Ethylen 28,1 g/mol Gasförmig 3,9 mM* [Breitbarth et al., 2004] 

Ethylenoxid 44,1 g/mol Gasförmig 4,9 M* [Conway et al., 1983; Sander, 2015] 

Benzol 78,1 g/mol Flüssig 22,7 mM [Arnold et al., 1958] 

Phenol 94,1 g/mol Fest 935 mM [Seidell, 1941] 

Naphthalin 128,2 g/mol Fest 313 µM [Bennett und Canady, 1984] 

1-Naphthol 144,2 g/mol Fest 10,6 mM [Guiseppi-Elie und Maharajh, 1984] 

2-Naphthol 144,2 g/mol Fest 6,1 mM [Moyle und Tyner, 1953] 

 

Für die enzymatische Hydroxylierung von Kohlenwasserstoffen müssen auch die Zielsub-

strate in Lösung vorliegen, um für die Enzyme zugänglich zu sein. Das breite Substratspekt-

rum der sMMO umfasst viele hydrophobe Kohlenwasserstoffe, die nur geringfügig in Wasser 

löslich sind. Die Löslichkeit der, in der vorliegenden Arbeit untersuchten, Substrate und Pro-

dukte ist in Tabelle 1.2 zusammengefasst. Die maximale Konzentration in der wässrigen 

Lösung kann durch Lösungsmittelzusätze erhöht werden. Die dadurch veränderte Polarität 

der Lösung kann jedoch auch einen negativen Einfluss auf die Stabilität von Proteinen und 

damit auf die Enzymaktivität haben (vgl. Kapitel 1.1.8.1). Wird ein Überschuss eines schwer 

löslichen Substrates eingesetzt, kommt es zur Bildung eines Systems aus mehreren Phasen. 

Die Nachlösegeschwindigkeit und die Diffusion des Zielsubstrates in die wässrige Lösung 

sind dann möglicherweise geschwindigkeitsbestimmende Schritte der Reaktion. 
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Bei der Entwicklung von Reaktionssystemen müssen sowohl die Stabilität und die Eigen-

schaften des verwendeten Biokatalysators, als auch der Aggregatzustand und die Löslichkeit 

der Substrate beachtet werden. 

1.2 Motivation und Zielsetzung 

Die lösliche Methanmonooxygenase (sMMO) bildet mit der spezifischen Oxidation von Me-

than zu Methanol den ersten Schritt zur Kohlenstoffassimilation methanotropher Bakterien. 

Ermöglicht wird diese Reaktion durch einen Katalysemechanismus, in dem molekularer Sau-

erstoff im aktiven Zentrum durch Eisenionen gebunden wird und dessen intermediärer dia-

mond-core einen der stärksten, in der Natur vorkommenden, oxidierenden Zustände des 

Sauerstoffatoms darstellt. Die sMMO zeichnet sich durch ein breites Substratspektrum aus. 

Sie ist in der Lage, verschiedene lineare, zyklische, aromatische und halogenierte Kohlen-

wasserstoffe spezifisch zu hydroxylieren. Aufgrund des breiten Substratspektrums und der 

Fähigkeit spezifische Oxidationsreaktionen zu katalysieren, die chemisch nur schwer zu kon-

trollieren sind, wird der sMMO schon seit geraumer Zeit großes Potenzial zur biotechnologi-

schen Anwendung zugeschrieben. Allerdings legten bisher nur wenige veröffentlichte Unter-

suchungen den Fokus auf eine potenzielle Anwendung der sMMO. Von den drei Komponen-

ten der sMMO lassen sich laut aktueller Literatur nur die Reduktase (MMOR) und das regula-

torische Protein B (MMOB) rekombinant in E. coli produzieren. Die Hydroxylase konnte in 

aktiver Form bisher nur aus homologer Kultivierung methanotropher Bakterien isoliert wer-

den. Studien zum Umsatz der sMMO zeigten nur geringe Produktausbeuten. Aufgrund die-

ser Limitierungen in der Verfügbarkeit und der Produktivität der sMMO konzentrierten sich 

bisherige Untersuchungen hauptsächlich auf die Struktur und den Katalysemechanismus der 

sMMO. In der vorliegenden Arbeit sollte der Einsatz der sMMO in einem biotechnologischen 

Prozess untersucht werden.  

Die vorliegende Arbeit ist eingebunden in das Projekt „Enzymatische und chemokatalytische 

Oxidationskaskade in der Gasphase (2) – Phenol aus Biogas“ des Leibniz Instituts für Kata-

lyse (LIKAT) in Rostock, des Fraunhoferinstituts für Grenzflächen- und Bioverfahrenstechnik 

(IGB) in Stuttgart und der Martin-Luther-Universität (MLU) Halle-Wittenberg. Das Ziel des 

Forschungsverbundes ist es, eine Kopplung zwischen Chemo- und Biokatalyse zur stoffli-

chen Nutzung von Methan aus Biogas zu zeigen. Im Rahmen des Projektes sollte Methan 

chemokatalytisch mittels Methandehydroaromatisierung zu verschiedenen Produkten, vor-

rangig Ethylen, Benzol und Naphthalin, gekuppelt werden. Anschließend sollten diese Zwi-

schenprodukte biokatalytisch zu Ethylenoxid, Phenol und Naphthol hydroxyliert werden. Die 

enzymatische Hydroxylierung von Aromaten und nicht-funktionalisierten Kohlenwasserstof-

fen bietet eine vielversprechende Alternative zur chemischen Katalyse. Milde Reaktionsbe-

dingungen und hohe Selektivität zeichnen den biobasierten Prozess aus. Da für die direkte 

chemische Hydroxylierung von Benzol zu Phenol nur geringe Ausbeuten beschrieben sind, 

könnte der Einsatz von Biokatalysatoren eine alternative biobasierte Strategie zur Phenolp-

roduktion darstellen. 

Ziel der vorliegenden Arbeit war der Einsatz gereinigter sMMO zur selektiven Oxidation von 

Ethylen zu Ethylenoxid, Benzol zu Phenol und Naphthalin zu Naphthol. Zur Bereitstellung 

größerer Mengen sMMO waren die Kultivierungs- und Reinigungsstrategien anzupassen. 

Die Ausbeute des biokatalytischen Prozesses sollte optimiert werden, indem limitierende 

Faktoren identifiziert und verschiedene Strategien zur Behebung dieser entwickelt werden. 

Zur Regenerierung des Cofaktors NADH und zur Disproportionierung des inhibitorischen 
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Nebenprodukts H2O2 sollte eine Enzymkaskade eingesetzt und optimiert werden. Ein weite-

res Ziel war es, den Biokatalysator an die Prozessziele anzupassen. Dazu wurde das regula-

torische Protein B als vielversprechendes Ziel für Protein-engineering identifiziert. Mittels 

rationalen Enzymdesigns auf Basis von Literaturdaten sollten Varianten entwickelt werden, 

um die Produktivität der sMMO zu erhöhen.  

Nachdem Reaktionssysteme für den enzymatischen Umsatz der einzelnen Zielsubstrate 

Ethylen, Benzol und Naphthalin entwickelt und optimiert wurden, sollten Produktgemische 

aus der Methandehydroaromatisierung als Realproben enzymatisch umgesetzt werden. In-

dem die sMMO in einen chemo- und biokatalytischen Produktionsprozess eingebunden wur-

de, sollte das Potenzial des Enzyms demonstriert werden. 
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2 Material und Methoden 

2.1 Material 

2.1.1 Chemikalien 

Sämtliche verwendeten Chemikalien sind in Tabelle 2.1 in alphabetischer Reihenfolge zu-

sammengestellt. 

Tabelle 2.1: Verwendete Chemikalien 

Bezeichnung Hersteller Reinheit 
Bestell-

nummer 

1,2-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 95 % D2299 

1,3-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 98 % D0588 

1,4 Dithiothreit (DTT) Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 6908.1 

1,4-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 98 % D0589 

1,5-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 98 % D0590 

1,6-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 99 % D0591 

1,7-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 98 % D0592 

1,8-Dihydroxynaphthalin Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 95 % 740683-1G 

1-Decanol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 99 % 150584-500G 

1-Naphthol Merck, Darmstadt, Deutschland ≥ 99 % 1.06223.0050 

2-(N-Morpholino)-

ethansulfonsäure (MES) 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99,5 % 6066.4 

2,3-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 98 % D0593 

2,6-Dichloroindolphenol Fluka Analytical ≥ 97 % 36180-56-F 

2,6-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 95 % D0956 

2,7-Dihydroxynaphthalin TCI Europe, Zwijndrecht, Belgien ≥ 99 % D0594 

2-Mercaptoethanol 
Serva electrophoresis, Heidelberg, 

Deutschland 
≥ 99 % 28625.02 

2-Naphthol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 99 % 185507-5G 

3-(N-Morpholino) pro-

pansulfonsäure (MOPS) 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 6979.4 

Acetonitril Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99,9 % T907.1 

Acrylamid/ Bisacrylamid  

(30 % Lösung) 

AppliChem GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 
k. A. A124.2 

Agar-Agar Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland k. A. 5210.2 

Agarose VWR, Radnor, USA 
für Elektro-

phorese 
443666A 

Ammonium-Eisen(II)-sulfat 

Hexahydrat 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % P728.1 

Ammoniumperoxodisulfat 

(APS) 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 98 % 9592.3 

Antischaum Struktol J673 Sigma-Aldrich, St. Louis, USA k. A. A8582 

Benzol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 99 % 
319953-

500ML 

Benzonase Merck, Darmstadt, Deutschland ≥ 90 % 70746-3 

Benzylalkohol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA für Analyse 08421-5ML-F 

Brenzkatechin Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 4249.1 
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Bezeichnung Hersteller Reinheit 
Bestell-

nummer 

Coomassie Brillantblau G 250 Merck, Darmstadt, Deutschland k. A. 9598.2 

D-Glucose Monohydrat Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99,5 %, 6887.5 

Dichlormethan Merck, Darmstadt, Deutschland für Analyse 1.06050.1000 

di-Kaliumhydrogenphosphat Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % P7493 

Essigsäure Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 3738.5 

Ethylen Linde, Dublin, Irland ≥ 99,9 % 10102208 

Glucose Dehydrogenase 

(GDH) aus Pseudomonas sp. 
Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 

≥ 200 

U*mg-1 
19359 

Glycerin Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 3783.2 

Hefeextrakt Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland k. A. 2363.2 

Hydrochinon Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99,5 %, 3586.1 

Imidazol Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % X998.4 

IPTG 
AppliChem GmbH, Darmstadt, 

Deutschland 
k. A. 206-703-0 

Kaliumdihydrogenphosphat Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % P749.3 

Kanamycinsulfat Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland k. A. T832.3 

Katalase (Cat) aus Rinderle-

ber 
Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 

10.000 - 

40.000 

U/mg 

C30-1G 

Magnesiumchlorid wasserfrei Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 98,5 %, KK36.2 

m-Kresol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA für Analyse 65996-1ML-F 

NAD Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 98 % AE11.2 

NADH Dinatriumsalz Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 98 % AE12.2 

Naphthalin Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 99 % 184500-5G 

Natriumacetat Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 6773.3 

Natriumchlorid Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 3957.1 

Natriumdodecylsulfat (SDS, 

Rotistock 20%) 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland k. A. 1057.1 

Natriumhydroxid Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 6771.1 

n-Decan Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 3475.2 

n-Hexan Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 95 % 3907.4 

Nitrobenzol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 99 % 252379-25ML 

Phenol Riedel de Haen, Seelze, Deutschland ≥ 99,5 %, 33517 

Pierce™Unstained Protein 

MW Marker 
Thermo Fisher, Waltham, USA   26610 

p-Kresol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 99 % 61030-25G-F 

p-Nitrophenol Sigma-Aldrich, St. Louis, USA k. A. 1048-5G 

Protease-Inhibitor-Tabletten 

c0mplete 
Roche, Basel, Schweiz   4693132001 

Resorcin Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99 % 5727.1 

Rhamnose Monohydrat Alfa Aersa, Haverhill, USA ≥ 99 % A16166 

Rinderserumalbumin (BSA) Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 98 % 8076.2 

Salzsäure (37 %) Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 
36,5 - 39,0 

% 
4625.2 

Sauerstoff Linde, Dublin, Irland ≥ 99,5 %, 2010175 

Tetramethylethylendiamin 

(TEMED) 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland k. A. 2367.3 
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Bezeichnung Hersteller Reinheit 
Bestell-

nummer 

Toluol Fluka Analytical ≥ 99,5 %, 89677 

Trifluoressigsäure (TFA) Merck, Darmstadt, Deutschland ≥ 99,8 %, 1.08262.0100 

Tris-(2-carboxyethyl)-phosphin 

Hydrochlorid (TCEP) 
Sigma-Aldrich, St. Louis, USA ≥ 98 % HN95.2 

Tris-(hydroxymethyl)-

aminomethan (Tris) 
Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland ≥ 99,9 % 4855.2 

Trypton/Pepton aus Casein Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland k. A. 8952.4 

 

2.1.2 Puffer und Medien 

Sämtliche verwendeten Puffer und Lösungen sind in Tabelle 2.2 zusammengestellt. Wenn 

nicht anders angegeben, wurde dH2O als Lösungsmittel für Puffer und Medien verwendet. 

Tabelle 2.2: Verwendete Puffer und Medien 

Bezeichnung Zusammensetzung  Bemerkung zur Herstellung 

Aufschlusspuffer 1 

 

25 mM MOPS 

1 mM TCEP 

0,2 mM Fe(NH4)2(SO4)2 

pH 7,0 

TCEP und Fe(NH4)2(SO4)2 

direkt vor der Verwendung 

zugegeben. 

Aufschlusspuffer 2 

25 mM MOPS 

50 mM NaCl 

1 mM TCEP 

1 Tab. / 50 mL Protease Inhibitor c0mplete 

10 U/mL Benzonase 

5 mM MgCl2 

pH 7,0 

TCEP, Proteaseinhibitor und 

Benzonase direkt vor der 

Verwendung zugegeben. 

Aufschlusspuffer 3 

25 mM MOPS 

150 mM NaCl 

pH 7,0 

 

Puffer A1 entspricht Aufschlusspuffer 1 
Vor Verwendung filtriert und 

entgast 

Puffer B1 

25 mM MOPS 

1 mM TCEP 

0,2 mM Fe(NH4)2(SO4)2 

0,4 M NaCl 

pH 7,0 

Vor Verwendung filtriert und 

entgast 

Puffer A2 

25 mM MOPS 

50 mM NaCl 

1 mM TCEP 

pH 7,0 

Vor Verwendung filtriert und 

entgast 

Puffer B2 

25 mM MOPS 

500 mM NaCl 

1 mM TCEP 

pH 7,0 

Vor Verwendung filtriert und 

entgast 

Puffer A3 

25 mM MOPS 

150 mM NaCl 

20 mM Imidazol 

pH 7,0 

Vor Verwendung filtriert und 

entgast 
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Bezeichnung Zusammensetzung  Bemerkung zur Herstellung 

Puffer B3 

25 mM MOPS 

150 mM NaCl 

750 mM Imidazol 

pH 7,0 

Vor Verwendung filtriert und 

entgast 

TMA-Puffer 

50 mM Tris 

25 mM MES 

25 mM Na-Acetat 

pH 7,5 

 

Puffer R 

25 mM MOPS 

50 mM NaCl 

pH 7,5 

 

LB-Medium 

10 g/L Trypton 

10 g/L NaCl 

5 g/L Hefeextrakt 

pH 7,0 

autoklaviert 

LB-Agar LB-Medium mit 2 % (w/v) Agar-Agar autoklaviert 

TB-Medium 

Komponente I: 

12 g/L Trypton 

24 g/L Hefeextrakt 

0,5 % (v/v) Glycerin 

Komponente II: 

23,14 g/L KH2PO4 

125,41 g/L K2HPO4 

Komponente I und II wurden 

separat voneinander autokla-

viert und vor Gebrauch steril 

im Verhältnis 10:1 gemischt 

Laufmittel A H2O mit 0,1 % (v/v) TFA Vor Verwendung filtriert 

Laufmittel B Acetonitril mit 0,1 % (v/v) TFA Vor Verwendung filtriert 

Bradford-Lösung 

100 mg Coomassie-Brillantblau in 50 mL 95 % (v/v) Ethanol gelöst, 100 mL 

85 %-ige Phosphorsäure zugegeben und mit dH2O auf 600 mL aufgefüllt 

und filtriert, 

100 mL Glycerin zugegeben und mit dH2O auf 1 L aufgefüllt, 

Verwendung nach 24 h Inkubation bei 20 °C. 

TAE-Puffer 

40 mM Tris 

1 mM EDTA 

18 mM Essigsäure 

 

Lösungen für SDS-PAGE: 

Entfärbelösung 
200 mL Isopropanol 

100 mL Essigsäure 
mit H2O auf 1 L aufgefüllt 

Färbelösung 

1 g Coomassie-Brillant Blau 

200 mL Isopropanol 

100 mL Essigsäure 

mit H2O auf 1 L aufgefüllt 

Kathodenpuffer 10x 

30,28 g Tris 

144,4 g Glycin 

50 mL 20 % (v/v) SDS-Lösung 

1 mL 10 % (w/v) NaN3-Lösung 

mit H2O auf 1 L aufgefüllt, 

vor Verwendung 1:10 mit 

H2O verdünnt 

Probenpuffer  

(6×, SDS-PA-Gel, 

reduzierend)  

 

2,27 g Tris 

15 mL H2O 

25 mL 20 % (v/v) SDS-Lösung 

50 mg Bromphenol 

50 g Glycerin 

pH 6,8 

mit H2O auf 100 mL aufge-

füllt, 

vor Gebrauch 10 µL/mL 

2-Mercaptoethanol zugege-

ben 
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Bezeichnung Zusammensetzung  Bemerkung zur Herstellung 

Sammelgelpuffer 

(SDS-PA-Gel)  

 

6,06 g Tris 

2 mL 20 % (v/v) SDS-Lösung 

100 µL 10 % (w/v) NaN3-Lösung 

pH 6,8 

mit H2O auf 100 mL aufgefüllt 

Trenngelpuffer  

(SDS-PA-Gel)  

 

18,18 g Tris 

2 mL 20 % (v/v) SDS-Lösung 

100 µL 10 % (w/v) NaN3-Lösung 

pH 8,8 

mit H2O auf 100 mL aufgefüllt 

 

2.1.3 Stammlösungen 

In der vorliegenden Arbeit wurden verschiedene Stammlösungen verwendet (Tabelle 2.3). 

Wenn nicht anders angegeben, wurde dH2O als Lösungsmittel verwendet. 

Tabelle 2.3: Verwendete Stammlösungen 

Substanz Konzentration Bemerkung zur Herstellung 

Kanamycin 50 mg/mL sterilfiltriert 

(NH4)2Fe(SO4)2 100 mM sterilfiltriert 

L-Rhamnose 2,3 M sterilfiltriert 

IPTG 1 M sterilfiltriert 

Nitrobenzol 10 mM Vor Verwendung frisch hergestellt 

NADH 10 mM Vor Verwendung frisch hergestellt 

2,6-Dichloroindolphenol (DCPIP) 1 mM Vor Verwendung frisch hergestellt 

Trifluoressigsäure (TFA) 50 % (v/v) Wöchentlich frisch hergestellt 

Tris-(2-carboxyethyl)-phosphin  

Hydrochlorid (TCEP) 
100 mM Vor Verwendung frisch hergestellt 

Rinderserumalbumin (BSA) 40 mg/mL 
Vor Verwendung frisch hergestellt 

und filtriert 

Benzol 
gesättigt  

(22 mM bei 20 °C) 
 

Naphthalin 
gesättigt 

(210 µM bei 20 °C) 
 

 

2.1.4 Organismen 

In der vorliegenden Arbeit wurden folgende Organismen verwendet 

Tabelle 2.4: Verwendete Organismen 

Stamm Genotyp Verwendung 

Escherichia coli BL21 (DE3) 

Gold 

B F
-
 ompT hsdS(rB

-
 mB

-
) dcm

+
 Tetr gal 

λ(DE3) endA Hte  

Expressionsstamm, 

rekombinante Produk-

tion von MMOB 

Escherichia coli KRX 

K [F
-
, traD36, ΔompP, proA

+
B

+
, lacIq, 

Δ(lacZ)M15] ΔompT, endA1, recA1, 

gyrA96 (Nal
r
), thi-1, hsdR17 (rk

–
, mk

+
), 

e14
–
 (McrA

–
), relA1, supE44, Δ(lac-

proAB), Δ(rhaBAD)::T7 RNA polymer-

ase 

Expressionsstamm, 

Rekombinante Produk-

tion von MMOR und 

MMOB-Varianten 

Methylosinus trichosporium 

OB3b (NCIMB 111131) 
wt 

Homologe Produktion 

von MMOH 
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2.1.5 Vektoren 

In Tabelle 2.5 sind alle in der vorliegenden Arbeit hergestellten und verwendeten Vektoren 

aufgelistet. 

Tabelle 2.5: Übersicht über die hergestellten und verwendeten Plasmide 

Vektor Resistenz Quelle 

pETSUMOadapt Kan
R
 

Zur Verfügung gestellt von Dr. Eva Bosse-

Doenecke [Bosse-Doenecke et al., 2008] 

pETSUMOadapt_mmob Kan
R
 

Zur Verfügung gestellt von Dr. A. Dillmann 

im Rahmen von [Griethe, 2018] 

pETSUMOadapt_mmob01 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob02 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob03 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob04 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob05 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob06 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob07 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pETSUMOadapt_mmob08 Kan
R
 Vorliegende Arbeit 

pET28a_mmoc Kan
R
 

Vorliegende Arbeit (synthetisiert von Ther-

moScientific GeneArt®) 

 

2.1.6 Primer 

Zur Amplifikation der MMOB-Gene wurden folgende Primer verwendet 

Tabelle 2.6: mmob-Primer zur Genamplifikation 

Bezeichnung Sequenz 
Restriktions-

schnittstelle 

mmob-fwd 5‘- TCGGTCTCATGGTTCGTCTGCACACAACG -3‘ BsaI 

mmob-rev 5‘- CGTCGGATCCTTAAATGTCCGTCAGTGC -3‘ BamHI 

 

Zur Überprüfung, ob die Insertion des mmob-Gens in den pETSUMOadapt-Vektor und die 

anschließende Transformation erfolgreich waren, wurde eine Kolonie-PCR mit folgenden 

Primern durchgeführt. 

Tabelle 2.7: T7-Primer zur Kolonie-PCR 

Bezeichnung Sequenz 

T7-fwd 5‘- TAATACGACTCACTATAGGG -3‘ 

T7-rev 5‘- CTAGTTATTGCTCAGCGGT -3‘ 

 

2.1.7 Enzyme, Kits und Reagenzien 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden folgende Enzyme, kits und molekularbiologische 

Reagenzien verwendet. 

Tabelle 2.8: Verwendete Enzyme, molekularbiologische kits und zugehörige Reagenzien 

Bezeichnung Hersteller Bestellnummer Bemerkung 

DNA loading dye ThermoScientific R0611 6-fach 

GeneRuler 1kb ThermoScientific, USA SM0313  

Massruler loading dye ThermoScientific, USA R0611 6-fach 

Phusion DNA-Polymerase ThermoScientific, USA   
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Bezeichnung Hersteller Bestellnummer Bemerkung 

BsaI Restriktionsenzym ThermoScientific, USA ER0291 10 U/µL 

BamHI Restriktionsenzym ThermoScientific, USA ER0051 10 U/µL 

Taq-PCR-Mastermix NewEngland Biolabs M0270L 2x 

HF Puffer ThermoScientific, USA F518L 5x 

dNTP-mix ThermoScientific, USA R0241 2 mM 

Green buffer ThermoScientific, USA B72 10 x 

T4-Ligase ThermoScientific, USA EL0011 5 U/µL 

T4-Ligase Puffer ThermoScientific, USA B69 10x 

GeneJet Plasmid Miniprep Kit ThermoScientific, USA K0502  

Lösliche Methanmo-

nooxygenase (sMMO): 
   

Hydroxylase (MMOH) A. Griethe, J. Groen   Vorliegende Arbeit 

Protein B (MMOB) J. Groen  Vorliegende Arbeit 

Reduktase (MMOR) J. Groen  Vorliegende Arbeit 

Katalase (C30) 
Sigma-Aldrich, St. Louis, 

USA 
C30 

10 000 – 

40 000 U/mg 

Glucosedehydrogenase 
Sigma-Aldrich, St. Louis, 

USA 
19359-10MG-F ≥ 200 U/mg 

SUMO-Protease scULP1 J. Groen  

Auf Grundlage von 

[Koyuturk, 2015; 

Thümmler, 2018] 

 

2.1.8 Geräte 

Tabelle 2.9: Verwendete Geräte 

Gerät Typ Hersteller 

Agarosegelapparatur 
HE 33 Mini Horizontal Sub-

marine 
GE Healthcare, Chicago, USA 

Autoklav Varioklav Dampfsterilisator 
H&P Labortechnik, Oberschleißheim, 

Deutschland 

Chromatographieanlage 
ÄKTA® pure, Fraction collec-

tor F9-C 

Amersham Biosciences, Uppsala, 

Schweden 

Chromatographiesäule XK 16/20 
Amersham Biosciences, Uppsala, 

Schweden 

Chromatographiesäule XK 26/20 
Amersham Biosciences, Uppsala, 

Schweden 

Chromatographiesäule 
Superdex G-200 pg 26/600 

mm 
GE Healthcare, Chicago, USA 

Chromatographiesäulen-

material 
Nickel Sepharose excel® 

Amersham Biosciences, Uppsala, 

Schweden 

Chromatographiesäulen-

material 
Q-Sepharose FF GE Healthcare, Chicago, USA 

Dialyseschlauch 

Spectra/Por Dialysis Mem-

brane 

50 kDa, 30 kDa, 10 kDa 

Spectrum Labs, Breda, Niederlande 

Elektrophorese-

stromversorgung 
EPS 301 

Amersham Biosciences, Uppsala, 

Schweden 
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Gerät Typ Hersteller 

Bioreaktor  und Zubehör Biostat C, 38241455 
B. Braun Biotech International Sato-

rius group, Melsungen, Deutschland 

Filter ExpressTM Plus, 0,22 μm Merck KgaA, Darmstadt, Germany 

Flaschenaufsatz Filteranlage  Thermo Scientific, Waltham, USA 

Flowbox  Nu-440-400 NuAire Inc., Plymouth, USA 

Gaschromatograph GC Agilent 7890B  
Agilent Technologies, Santa Clara, 

USA 

GC-Säule 
HP-5ms, 30 m x 0,25 mm, 

0,25 Micron 

Agilent Technologies, Santa Clara, 

USA 

Geldokumentation G:Box Syngene Europe, Cambridge, UK 

Hochdruckhomogenisator Emulsiflex C5 Avestin Inc., Ottawa, Kanada 

Hochleistungsflüssigkeits-

chromatograph 

HPLC Agilent 1290 Infinity II:  

High speed pump G7120A  

Multisampler G7167B 

Column oven G7116B 

Diode array detector G7115A 

Fluorescence detector 

G7121B 

Agilent Technologies, Santa Clara, 

USA 

Hochleistungsflüssigkeits-

chromatographiesäule 

InfinityLab Poroshell 120 EC-

C18, 2,1 x 50 mm, 4 Micron 

Agilent Technologies, Santa Clara, 

USA 

Inkubator  Heraeus, Hanau, Deutschland 

Magnetrührer CIMARECi mono Thermo Scientific, Waltham, USA 

Magnetrührer IKA big squid 
IKA® Werke, Staufen im Breisgau, 

Deutschland 

Massenspektrometer  

VarioOne-Prototyp 
 VarioLytics, Stuttgart, Deutschland 

Membranfilter 

Amicon Ultracentrifugal Filter 

Units  

50 kDa, 20 kDa, 10 kDa 

Sigma-Aldrich, St. Louis, USA 

Membranreaktor  
entwickelt von Fraunhofer IGB Stutt-

gart, Deutschland 

Mikrowelle NN SD452 W Panasonic, Kadoma, Japan 

Peristaltikpumpe  Watson-Marlow, Falmouth, UK 

pH-Meter pH level 2 
WTW Inolab, Xylem analytics, Weil-

heim, Deutschland 

Photometer Ultrospec 2100pro  

Photometer Nano Drop OneC Thermo Scientific, Waltham, USA 

Pipetten 

1 - 10 μL  

2 - 20 μL 

10 - 100 μL 

100 - 1000 μL 

500 - 5000 μL 

Eppendorf AG, Hamburg, Deutsch-

land 

Röhrenzentrifuge CEPA Z 41 g 
Carl Padberg Zentrifugenbau GmbH, 

Lahr/Schwarzwald, Deutschland 

Roller-Mixer SRT1 Bibby Stuart Scientific 

Schüttler Multitron Infors HT, Bottmingen, Schweiz 

SDS-PAGE Anlage und Zube-

hör 
 Bio-Rad, Feldkirchen, Deutschland 
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Gerät Typ Hersteller 

Spritzen mit und ohne Luer-

Lock 
5 - 50 ml 

B. Braun Melsungen AG, Deutsch-

land 

Spritzenfilter Rotilabo® 0,2 μm, CA, steril 
Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe, 

Deutschland 

Thermoblock & -mixer mit 

Aufsätzen für 1,5 mL, 2 mL & 

15 mL Reaktionsgefäße 

ThermoStat plus & Thermo-

mixer comfort 

Eppendorf AG, Hamburg, Deutsch-

land 

Thermocycler (PCR) T advanced  Biometra, Göttingen, Deutschland  

Ultra Turrax® Miccra R-T D-1 
ART moderne Labortechnik, Mühl-

heim, Deutschland 

Ultraschallbad Sonorex Super 10 P 
BANDELIN electronic GmbH & Co. 

KG, Berlin, Deutschland 

Umlaufkühler Minichiller 
Peter Huber Kältemaschinenbau AG, 

Offenburg, Deutschland 

Umwälzthermostat  Julabo, Seelbach, Deutschland 

UV-vis-Einweg-Küvetten Mikro, Polystyrol 
Brand GmbH & Co KG, Wertheim, 

Germany 

Vakuumpumpe  
Saskia Hochvakuum GmbH, Dres-

den, Deutschland 

vis-Einweg-Küvetten Halbmikro, Polystyrol 
Brand GmbH & Co KG, Wertheim, 

Germany 

Vortex Vortex Genie 2 
Scientific Industries Inc., New York, 

USA 

Waage 
EA6DCE-L, BP 221S, BL 

310 
Satorius AG, Göttingen, Deutschland 

Waage 572-371, FKB 
Kern & Sohn GmbH, Balingen-

Frommern, Deutschland 

Wipptisch Rocky 1000 
Fröbel Labortechnik, Lindau, 

Deutschland 

Zentrifuge 5415 R 
Eppendorf AG, Hamburg, Deutsch-

land 

Zentrifuge Micro Centrifuge SD 
Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe, 

Deutschland 

Zentrifuge Mikro 220R Hettich Lab, Tuttlingen, Deutschland 

Zentrifuge 
Avanti J30i, Rotor JA-10, 

Rotor JA 30.50 

Beckman Coulter GmbH, Krefeld, 

Deutschland 

Zentrifuge Sorvall Lynx 6000 Thermo Scientific, Waltham, USA 

 

2.2 Molekularbiologische Methoden zur Herstellung von 

MMOB-Varianten 

Mit der Methode des rationalen Enzymdesigns wurden acht Varianten des regulatorischen 

Protein B entworfen (Tabelle 3.14, Seite 102). Die Gene wurden von der Firma GeneWiz 

synthetisiert und im Rahmen der vorliegenden Arbeit in den Vektor pETSUMOadapt kloniert. 

Die Gensequenzen und die Vektorkarte sind im Anhang 8.2 (Seite 148) dargestellt. In den 

Folgenden Kapiteln sind die verwendeten molekularbiologischen Methoden inklusive der 

Transformation des Produktionsorganismus beschrieben. 
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2.2.1 Amplifikation der MMOB-Gene mittels PCR 

Die von GeneWiz hergestellten mmob-Gene wurden mittels Polymerasekettenreaktion 

(PCR) amplifiziert. Dazu wurden die lyophilisierten Gene in dH2O gelöst und eine Konzentra-

tion von 50 µg/mL eingestellt. Die DNA-Konzentration wurde über die Absorption bei 260 nm 

mit dem NanoDrop OneC gemessen. Ein PCR-Ansatz wurden nach der in Tabelle 2.10 be-

schriebenen Zusammensetzung pipettiert. 

Tabelle 2.10: Zusammensetzung eines PCR-Ansatzes (50 µL) zur Amplifikation eines mmob-Gens 

Komponente c(stock) c(final) Volumen 

Phusion DNA-Polymerase 2 U/mL 0.02 U/mL 0.5 µL 

HF Puffer 5 x 1 x 10 µL 

Primer mmob-fwd 10 pmol/µL 0.5 pmol/µL 2.5 µL 

Primer mmob-rev 10 pmol/µL 0.5 pmol/µL 2.5 µL 

dNTP-mix 2 mM 200 µM 10 µL 

Template DNA 50 ng/µL 1 – 5 ng/µL 2 µL 

dH2O   22,5 µL 

 

Die PCR wurde mit folgendem Ablauf durchgeführt. 

Tabelle 2.11: PRC-Programm zur Amplifikation von mmob-Genen 

Schritt Temperatur Zeit 

1. Initiale Denaturierung 95 °C 5 min 

2. Denaturierung 95 °C 1 min 

3. Primer-Hybridisierung 66 °C 1 min 

4. Elongation 72 °C 1 min 

Wiederholung der Schritte 2 – 4 in 25 Zyklen 

5. finale Elongation 72 °C 3 min 

7. Ende 4 °C  

 

2.2.2 Klonierung der MMOB-Gene in den Vektor pETSUMOadapt 

Das Plasmid pETSUMOadapt und die PCR-Produkte der Amplifikation der mmob-Gene wur-

den jeweils mit den Restriktionsenzymen BsaI und BamHI verdaut, um passende 5‘- und 3‘-

Überhänge für die nachfolgende Ligation zu generieren. In den folgenden Tabellen sind die 

Zusammensetzungen der Restriktionsansätze aufgelistet. 

Tabelle 2.12: Zusammensetzung des Restriktionsansatzes (40 µL) zum Verdau der mmob-PCR-Produkte 

Komponente c(stock) c(final) Volumen 

Green Puffer 10 x 1 x 4 µL 

BsaI 10 U/µl 0.5 U/µL 2 µL 

BamHI 10 U/µL 0.5 - 1 U/µL 2 - 4 µL 

mmob-PCR-Produkt - - 28 µL 

dH2O   2 µL 

 

Tabelle 2.13: Zusammensetzung des Restriktionsansatzes (40 µL) zum Verdau des Zielvektors 

Komponente c(stock) c(final) Volumen 

Green Puffer 10 x 1 x 4 µL 

BsaI 10 U/µl 1 U/µL 2 µL 

BamHI 10 U/µL 1 U/µL 2 µL 
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Komponente c(stock) c(final) Volumen 

pETSUMOadapt 168 ng/µL 50 ng/µL 12 µL 

dH2O   20 µL 

 

Nach Zugabe aller Komponenten wurden die Ansätze für 15 Minuten bei 37 °C inkubiert. 

Für die Ligation der mmob-Gene in den pETSUMOadapt-Vektor wurde in den jeweiligen An-

sätzen ein stöchiometrisches von mmob-Gen zu Vektor von 5:1 eingestellt. Mit Hilfe der An-

zahl an Basenpaaren der jeweiligen DNA-Moleküle, wurde mit folgender Formel die benötig-

te Masse berechnet. 

 

𝐦𝐕𝐞𝐤𝐭𝐨𝐫 =
𝐦𝐈𝐧𝐬𝐞𝐫𝐭∗𝐛𝐩𝐕𝐞𝐤𝐭𝐨𝐫

𝟓∗𝐛𝐩𝐈𝐧𝐬𝐞𝐫𝐭
                     Gleichung 2.1 

   

bpvector = 5642 

bpinsert = 427 

 

 

Die Ligationsansätze wurden nach folgender Zusammensetzung angefertigt. Die Ligations-

reaktion wurde für eine Stunde bei 23 °C inkubiert und anschließend direkt zur Transformati-

on eingesetzt. 

Tabelle 2.14: Zusammensetzung des Ligationsansatzes (40 µL) 

Komponente  c(stock) c(final) Volumen 

T4-Ligase 5 Weiss U/µL 0.1 Weiss U/µL 1 µL 

T4-Ligase Puffer 10 x 1 x 5 µL 

mmob-Insert 9,9 ng/µL  20 µL 

pETSUMOadapt Vektor 50 ng/µL  10 µL 

dH2O   4 µL 

2.2.3 Transformation von E. coli KRX 

Zur Expression der Gene der MMOB-Varianten wurden die Ligationsprodukte aus Kapitel 

2.2.2 zur Transformation des Stammes E. coli KRX eingesetzt. Im Folgenden ist die Trans-

formation für eine MMOB-Variante beschrieben. 100 µL chemokompetente E. coli KRX-

Zellen wurde auf Eis aufgetaut. 20 µL der Ligationsreaktion wurden zugegeben. Der Ansatz 

wurde vorsichtig gemischt und für 30 Minuten auf Eis inkubiert. Es folgte ein Hitzeschock für 

30 Sekunden in einem Wasserbad bei 42 °C. Der Transformationsansatz wurde sofort wie-

der auf Eis gekühlt. Nach fünf Minuten wurden 800 µL vortemperiertes SOC-Medium zuge-

geben. Die Zellen wurden für mindestens eine Stunde bei 30 °C und 250 rpm inkubiert. Zur 

Selektion erfolgreich transformierter Zellen wurden 100 µL der Zellsuspension auf LB-

Agarplatten mit 50 µg/mL Kanamycin ausgestrichen. Die Agarplatten wurden über Nacht bei 

37 °C inkubiert. Einzelne Kolonien wurden ausgewählt und mittels Kolonie-PCR analysiert. 

2.2.4 Kolonie-PCR 

Zur Untersuchung, ob die Klonierung und die Transformation erfolgreich waren, wurde eine 

Kolonie-PCR durchgeführt. Dazu wurden Einzelkolonien von der LB-Agarplatte aus Kapitel 

2.2.3 in 50 µL dH2O suspendiert. Die Zellsuspension wurde für zehn Minuten bei 95 °C inku-

biert. Anschließend wurde eine PCR mit dem Taq-Polymerase-MasterMix (NEB) nach Her-

stellerangaben durchgeführt, wobei 1 µL der Zellsuspension als DNA-Template diente. Die 

Analyse der PCR-Ansätze erfolgte mittels Agarose-Gelelektrophorese. 
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2.3 Mikrobiologische und chromatographische Methoden 

zur Bereitstellung von sMMO-Komponenten 

2.3.1 Homologe Produktion der MMOH in Methylosinus trichosporium OB3b 

Die Arbeiten zur Kultivierung von Methylosinus trichosporium OB3b wurden von Dr. Andreas 

Griethe durchgeführt. Die Kultivierung erfolgte auf Basis der in seiner Dissertationsarbeit 

entwickelten Protokolle [Griethe, 2018]. Das Kulturvolumen betrug 68 L und als Kohlenstoff-

quelle wurde Methanol eingesetzt. Abweichend zu der beschriebenen Kultivierung wurde 

Ammonium anstelle von Nitrat als Stickstoffquelle verwendet. Die Zufuhr fand über die pH-

Regulierung mittels NH4OH (15 % (w/v)) statt. Die erhaltene Biomasse wurde freundlicher-

weise für die Aufarbeitung der MMOH im Rahmen der vorliegenden Arbeit zur Verfügung 

gestellt. 

2.3.2 Reinigung der MMOH 

Die Reinigung der MMOH aus M. trichosporium OB3b erfolgte in Zusammenarbeit mit Dr. 

Andreas Griethe. Die Reinigungsstrategie basierte ebenfalls auf der Dissertationsarbeit von 

Dr. Griethe [Griethe, 2018]. Abweichend dazu wurde nur eine Anionenaustauschchromato-

graphie (AEC) bei Raumtemperatur durchgeführt. Die beschriebene Größenausschluss-

chromatographie wurde umgangen. 

133,8 g gefrorene Biomasse aus der in Kapitel 2.3.1 beschriebenen Kultivierung wurden auf 

Eis aufgetaut und in 350 mL Aufschlusspuffer 1 (Tabelle 2.2, Seite 22) resuspendiert. Zur 

Homogenisierung der Zellsuspension wurde der Ultra-Turrax® (ART) verwendet. Die Zellen 

wurden durch 3 Passagen bei 900 bar mit dem Hochdruckhomogenisator (APV 2000) aufge-

schlossen und anschließend bei 105000 x g und 4 °C für 30 Minuten zentrifugiert. Aus dem 

Überstand wurde die MMOH mittels Anionenaustauschchromatographie isoliert. Dazu wurde 

eine ÄKTA Explorer (GE Healthcare) und eine Q-Sepharose FF (XK50/20)-Säule mit einem 

Säulenvolumen (CV) von 270 mL verwendet. Bei allen Schritten der Chromatographie wurde 

ein Flussrate von 2 mL/min eingestellt. Die Absorption des Durchflusses wurde bei 280 nm 

gemessen. Die Säule wurde mit Puffer A1 (Tabelle 2.2, Seite 22) äquilibriert. Mit einer exter-

nen Probenpumpe wurde das Rohextrakt (435 mL) aufgetragen. Anschließend wurde die 

Säule mit 2 CV Puffer A1 gewaschen. Zur Elution wurde über 4 CV der Anteil an Puffer B1 

(Tabelle 2.2, Seite 22) auf 100 % linear erhöht, was einem NaCl-Gradient von 0 - 400 mM 

entsprach. Das Eluat wurde in 14 mL-Fraktionen gesammelt. Basierend auf dem Chromato-

gramm wurden Fraktionen ausgewählt und mittels SDS-PAGE analysiert (Kapitel 2.5.3, Seite 

43). Die sMMO-Aktivität einzelner Fraktionen wurde mit dem Nitrobenzol-Assay (Kapitel 

2.4.2, Seite 36) bestimmt. Fraktionen mit ausreichender Homogenität wurden vereint, in flüs-

sigem Stickstoff eingefroren und bei -80 °C gelagert. 

2.3.3 Heterologe Produktion der MMOR in Escherichia coli 

Eine höhere Ausbeute an aktiver MMOR war für nachfolgende Arbeiten nötig. Deshalb wur-

de die Produktion rekombinant in E. coli KRX durchgeführt. Dazu wurde das Plasmid 

pET28a_mmoc entworfen und von der Firma ThermoScientific GeneArt® synthetisiert. Die 

Sequenz wurde von der Firma Eurofins® bestätigt. Die Transformation des Stammes E. coli 

KRX mit dem Plasmid pET28a-mmoc ist in Kapitel 2.2.3 (Seite 30) beschrieben. Zunächst 

wurde eine Kultivierung im Schüttelkolben-Maßstab durchgeführt. Die Ausbeute an Biomas-

se wurde anschließend durch eine Fed-batch Fermentation erhöht. 
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2.3.3.1 Kultivierung von E. coli KRX pET28a-mmoc im Schüttelkolben 

Für die Kultivierung im Schüttelkolben wurden zunächst 2 x 50 mL TB-Medium mit 50 µg/mL 

Kanamycin von einer Einzelkolonie angeimpft. Die Vorkultur wurde über Nacht bei 37 °C und 

180 rpm im Schüttler inkubiert. Die optische Dichte (OD600) der Vorkultur wurde am nächsten 

Morgen gemessen. Für die Hauptkultur wurden 7 x 500 mL TB-Medium mit 50 µg/mL Ka-

namycin von der Hauptkultur angeimpft. Das entsprechende Volumen der Vorkultur wurde in 

die Hauptkultur überführt und OD600 der Hauptkultur auf 0,05 eingestellt. Die Inkubation er-

folgte bei 37 °C und 130 rpm. Vor der Induktion wurde aus einer sterilen, frisch angefertigten 

Stammlösung (NH4)2Fe(SO4)2 zu einer finalen Konzentration von 100 µM zugegeben. Die 

Induktion erfolgte bei einer OD600 von 0,6 durch Zugabe von Rhamnose mit einer finalen 

Konzentration von 0,1 % (w/v) und IPTG mit einer finalen Konzentration von 0,1 mM. Als 

Kontrolle wurde ein Kolben (1 x 500 mL) nicht induziert. Zum Zeitpunkt der Induktion und im 

weiteren Verlauf der Kultivierung wurden Proben zur OD600-Bestimmung genommen und 

1/OD-Proben zur späteren SDS-PAGE-Analyse angelegt (Kapitel 2.5.3, Seite 43). Ab sechs 

Stunden nach Induktion wurde die Temperatur auf 25 °C reduziert. 22 Stunden nach Indukti-

on wurde das Volumen der induzierten Kulturen für 30 min bei 6 000 x g und 4 °C zentrifu-

giert. Die Biomasse wurde in flüssigem Stickstoff eingefroren und bei -20 °C gelagert. 

2.3.3.2 Fed-batch-Fermentation von E. coli KRX pET28a-mmoc 

Die Kultivierung von E. coli KRX pET28a-mmoc wurde im Bioreaktor Biostat C (V = 15 L) 

durchgeführt. Vor der Fermentation wurden die pO2- und die pH-Elektrode nach Hersteller-

angaben kalibriert. Der Fermenter wurde mit 262,5 g Hefeextrakt, 3,75 g Ammoniumchlorid 

und 1 mL Struktol J673 in einem Gesamtvolumen von 7,5 L dH2O befüllt und bei 121 °C für 

30 Minuten sterilisiert. 44 g D-Glucose-Monohydrat in 250 mL dH2O und 82,5 g Di-

Kaliumhydrogenphosphat in 300 mL dH2O wurden separat autoklaviert und anschließend 

steril in den Fermenter gepumpt. Kanamycin wurde steril zu einer finalen Konzentration von 

25 µg/mL zugegeben. Zur automatischen pH-Regulierung wurden sterile Lösungen von 20 % 

(w/v) H3PO4 und 10 % (w/v) KOH in dH2O angeschlossen. Um Schaumbildung zu reduzie-

ren, wurde eine sterile Lösung von 20 % (v/v) Struktol J673 angeschlossen. Bevor die Kulti-

vierung gestartet wurde, sind die aufgeführten Kultivierungsparameter eingestellt worden. 

Tabelle 2.15: Kultivierungsparameter für Fermenter Biostat C 

Parameter Wert 

pH 7,0 

Temperatur 37 °C 

pO2 lower limit 30 % (cascade) 

Rührergeschwindigkeit 400 rpm (cascade) 

Luftzufuhr 4,5 L/min (cascade) 

 

Zum Animpfen der Hauptkultur wurde eine dreistufige Vorkultur in LB-Medium mit 50 µg/mL 

Kanamycin vorbereitet. Das Volumen wurde dabei von 2 x 20 mL, auf 2 x 100 mL und weiter 

auf 3 x 500 mL erhöht. Die Inkubation jeder Stufe der Vorkultur erfolgte geschüttelt bei 37 °C 

für mindestens 12 Stunden oder über Nacht. 1,5 L der dritten Vorkultur wurden für 20 Minu-

ten bei 6000 x g zentrifugiert. Die Zellen wurden in 200 mL sterilem LB-Medium resuspen-

diert und als Inokulum in den Fermenter transferiert. Über den gesamten Fermentationsver-

lauf wurden steril Proben entnommen und anschließend die OD600 und die Glucosekonzent-

ration bestimmt. Für die Messung der Glucosekonzentration wurde zunächst 1 mL der Zell-

suspension für drei Minuten bei 16 000 × g zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen 
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und mit dem Gerät YSI 2700 Select nach Herstellerangaben analysiert. Zudem wurden 

1/OD-Proben zur späteren SDS-PAGE-Analyse (Kapitel 2.5.3, Seite 43) angefertigt und bei -

20 °C gelagert. Nachdem die Glucose im Medium vollständig verbraucht war, wurde ein kon-

tinuierlicher feed einer Lösung mit 150 g/L Hefeextrakt und 25 % (v/v) Glycerin mit einer 

Pumpgeschwindigkeit von 70 g/h gestartet. Fünf Stunden nach dem Start der Kultivierung 

wurden 7,5 mL einer 100 mM (NH4)2Fe(SO4)2-Lösung steril zugegeben. Sechs Stunden nach 

dem Start der Kultivierung wurde die Temperatur auf 25 °C gesenkt. Die Induktion der Gen-

expression erfolgte, nachdem eine OD600 von 30 erreicht wurde. Dazu wurden 40 mL einer 

2,3 M Rhamnose-Lösung und 7,5 mL einer 0,1 M IPTG-Lösung zugegeben. Die finalen Kon-

zentrationen der Induktoren betrugen 6,1 mM Rhamnose und 0,1 mM IPTG. Nach einer Ge-

samtzeit von 24 Stunden und einer Induktionszeit von 17 Stunden wurde die Kultivierung 

beendet. Die Zellsuspension wurde für 30 Minuten bei 6000 x g und 4 °C zentrifugiert. Die 

Biomasse wurde in flüssigem Stickstoff eingefroren und anschließend bei -20 °C gelagert. 

2.3.4 Reinigung der MMOR 

Für die Isolation der heterolog produzierten MMOR aus E. coli KRX wurde eine Strategie aus 

zwei aufeinanderfolgenden Anionenaustauschchromatographie-Schritten (AEC) verfolgt. Im 

Anschluss wurde die Reinheit über die Aktivität der MMOR bestimmt. Fraktionen mit vermin-

derter Aktivität wurden bei Bedarf vereint und zusätzlich mittels Größenausschlusschromato-

graphie (SEC) gereinigt. 

106,1 g Biomasse aus der Fed-batch-Fermentation (Kapitel 2.3.3.2) wurden mit 300 mL Auf-

schlusspuffer 2 (Tabelle 2.2, Seite 22) versetzt, auf Eis aufgetaut und mit Hilfe des Ultra-

Turrax resuspendiert. Der Zellaufschluss wurde mit dem Hochdruckhomogenisator (APV 

2000) bei 900 – 1000 bar in drei Passagen durchgeführt. Die Probe wurde zwischen den 

Zyklen auf Eis gekühlt. Zelltrümmer und partikuläre Bestandteile wurden durch Zentrifugation 

bei 50 000 x g für 40 Minuten bei 4 °C abgetrennt. Der Überstand wurde abgenommen und 

mit Puffer A2 (Tabelle 2.2, Seite 22) auf ein Volumen von 402 mL mit einer Proteinkonzentra-

tion von 16 mg/mL verdünnt. Die folgende AEC wurde mit Hilfe einer ÄKTApure (GE 

Healthcare) durchgeführt. Im ersten AEC-Schritt wurde eine Q-Sepharose FF (XK26/20)-

Säule mit einem Säulenvolumen (CV) von 68 mL und einer Flussgeschwindigkeit von 

4 mL/min verwendet. Während der gesamten Chromatographie wurde die Absorption des 

Durchflusses bei 280 nm und bei 465 nm (Absorption des Cofaktors FAD) aufgezeichnet. 

Nachdem die Säule mit Puffer A2 äquilibriert wurde, wurde das Rohextrakt über die integrier-

te Probenpumpe aufgetragen. Nicht gebundene Zellbestandteile wurden mit 8 CV Puffer A2 

von der Säule gewaschen. Die Elution gebundener Proteine erfolgte durch einen linearen 

Gradienten von 0 – 100 % Puffer B2 über 10 CV, was einer Änderung der NaCl-

Konzentration von 50 auf 500 mM entsprach. Während der Elution wurden Fraktionen mit 

einem Volumen von 2 – 10 mL gesammelt.  

Anhand des Chromatogramms und einer SDS-PAGE-Analyse wurden Fraktionen ausge-

wählt und vereint. Das Volumen der Probe nach der ersten AEC betrug 83 mL. Um die NaCl-

Konzentration zu verringern, wurden die vereinten Fraktionen dialysiert. Die Dialyse erfolgte 

in Dialyseschläuchen mit einem Größenausschluss von 20 kDa über Nacht bei 4 °C gegen 

4 L Puffer A2. Aggregate wurden anschließend durch Zentrifugation bei 50 000 x g und 4 °C 

für 30 Minuten abgetrennt. 

Für die zweite AEC wurde eine Q-Sepharose FF (XK16/20)-Säule mit einem Säulenvolumen 

(CV) von 10,3 mL und einer Flussgeschwindigkeit von 3 mL/min verwendet. Die Säule wurde 

mit Puffer A2 äquilibriert und die Probe wurde über die Probenpumpe aufgetragen. Anschlie-
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ßend wurde die Säule mit 5 CV und einem Anteil von 35 % Puffer B2 gewaschen. Die Elution 

erfolgte durch einen linearen Gradienten von 35 – 100 % B2 über 5 CV. Die Säule wurde für 

weitere 5 CV mit 100 % Puffer B2 gespült. Das Eluat wurde ebenfalls fraktioniert und an-

schließend mittels SDS-PAGE analysiert. Die Reinheit der MMOR wurde über den FAD-

Gehalt (Kapitel 2.5.2, Seite 43) und einen Aktivitätstest (Kapitel 2.4.1, Seite 35) ermittelt. 

Fraktionen mit nicht ausreichender Aktivität wurden vereint, und es wurde eine SEC als wei-

terer Reinigungsschritt durchgeführt. Für die SEC wurde eine ÄKTAprime mit einer Superdex 

(G-200 pg 26/600 mm)-Säule verwendet. Die SEC wurde vollständig bei 4 °C durchgeführt. 

Mittels Ultrafiltration mit Amicon®-Filtereinheiten (20 kDa) wurde die Probe auf ein Volumen 

von 3,1 mL eingeengt. Die Säule wurde mit Puffer A2 und einer Flussrate von 1 mL/min äqui-

libriert. Die Probe wurde mit einem Spritzenfilter filtriert und mit Hilfe des capillary loops auf-

getragen. Der SEC-Lauf erfolgte mittels isokratischer Elution über 1,5 CV mit 1 mL/min. Der 

Durchfluss wurde fraktioniert und mittels SDS-PAGE analysiert. Die Reinheit wurde ebenfalls 

durch einen Aktivitätstest überprüft. Homogene MMOR-haltige Fraktionen wurden vereint, in 

flüssigem Stickstoff eingefroren und bei -80 °C gelagert. 

2.3.5 Heterologe Produktion von SUMO-MMOB in Escherichia coli 

Im Verlauf der vorliegenden Arbeit wurden verschiedene Varianten von MMOB produziert 

und gereinigt. Für alle Varianten wurde dieselbe Produktions- und Reinigungsstrategie ver-

folgt. Der verwendete Stamm E. coli BL21 (DE3) Gold pETSUMOadapt_mmob zur Produkti-

on von His6-SUMO-MMOB (im Folgenden SUMO-MMOB) wurde von Dr. A. Dillmann im 

Rahmen der Dissertation von Dr. A. Griethe [Griethe, 2018] erstellt und freundlicherweise zur 

Verfügung gestellt. Die E. coli-Stämme zur Produktion von MMOB-Varianten wurden in der 

vorliegenden Arbeit erstellt (Kapitel 2.2, Seite 28). Die Arbeiten zur Produktion und zur Rei-

nigung des wt MMOB wurden im Rahmen eines Forschungsgruppenpraktikums in Zusam-

menarbeit mit Luisa von Wolffersdorff durchgeführt. Abhängig von der benötigten Protein-

menge wurde der Maßstab der Kultivierung und der Aufarbeitung angepasst. Im Folgenden 

ist der Maßstab einer ausgewählten Kultivierung dargestellt. 

3 x 100 mL LB-Medium mit 25 µg/mL Kanamycin wurden als Vorkultur mit einer Einzelkolo-

nie von einer LB-Agarplatte des jeweiligen Stammes angeimpft. Die Inkubation erfolgte über 

Nacht bei 37 °C und 120 rpm. Als Hauptkultur wurden 12 x 500 mL LB-Medium mit 25 µg/mL 

Kanamycin auf eine Start-OD600 von 0,1 angeimpft. Dazu wurde das entsprechende Volumen 

der Vorkultur steril in die Hauptkultur überführt. Die Inkubation erfolgte bei 37 °C und 90 rpm. 

Die Induktion erfolgte bei einer OD600 von 0,8 durch Zugabe von 0,1 mM IPTG. Während der 

Kultivierung wurden Proben genommen und zur späteren SDS-PAGE-Analyse (Kapitel 2.5.3, 

Seite 43) eingefroren. Fünf Stunden nach der Induktion wurde die Kultivierung beendet. Die 

Zellsuspension wurde für 30 Minuten bei 6000 x g und 4 °C zentrifugiert. Die Biomasse wur-

de in flüssigem Stickstoff eingefroren und bei -20 °C gelagert. 

2.3.6 Reinigung von wt MMOB 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden mehrere Reinigungen des MMOB in unter-

schiedlichen Maßstäben durchgeführt. In diesem Kapitel ist die Reinigung von Wildtyp 

MMOB aus der in Kapitel 2.3.5 produzierten Biomasse beschrieben.  

34,4 g Biofeuchtmasse wurden in 140 mL Aufschlusspuffer 3 versetzt und auf Eis aufgetaut. 

Der Zellaufschluss wurde in drei Passagen mit dem Hochdruckhomogenisator (Emulsiflex) 

bei 900 – 1000 bar durchgeführt. Die Suspension wurde für 40 Minuten bei 50 000 x g und 

4 °C zentrifugiert. Aus dem Überstand wurde das SUMO-MMOB-Fusionsprotein mittels Me-
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tallionen-Affinitätschromatographie (IMAC) gereinigt. Dazu wurde eine ÄKTApure mit einer 

Ni-Sepharose excel® Säule mit einem Säulenvolumen (CV) von 38 mL verwendet. Die Säule 

wurde mit 4 mL/min Puffer A3 (Tabelle 2.2, Seite 22) äquilibriert. Der Überstand nach Zentri-

fugation wurde mit der Probenpumpe aufgetragen. Die Säule wurde mit 5 CV Puffer A3 ge-

waschen. Zur Elution wurde der Anteil an Puffer B3 über 3 CV von 0 % auf 100 % linear er-

höht, was einen Imidazol-Gradienten von 20 – 750 mM entsprach. Das Eluat wurde fraktio-

niert und mittels SDS-PAGE analysiert (Kapitel 2.5.3, Seite 43). SUMO-MMOB-haltige Frak-

tionen wurden vereint (98 mL) und über Nacht in Dialyseschläuchen mit 10 kDa Porengröße 

gegen 4 L Aufschlusspuffer 3 (Tabelle 2.2, Seite 22) dialysiert. Mit Hilfe der SUMO-Protease 

(siehe Anhang 8.5, Seite 153) wurde die SUMO-Domäne proteolytisch abgespalten. Dazu 

wurde SUMO-Protease in einem stöchiometrischen Verhältnis zum Substrat SUMO-MMOB 

von 1:200 zugegeben und die Lösung für zwei Stunden bei 30 °C inkubiert. Um das native 

MMOB aus der Proteinlösung zu isolieren, wurde eine zweite IMAC mit der gleichen Säule 

durchgeführt. Die Säule wurde mit 4 mL/min Puffer A3 äquilibriert. Die Proteinlösung wurde 

mit der Probenpumpe aufgetragen. Der MMOB-haltige Durchfluss wurde fraktioniert. Die 

Säule wurde mit 2 CV Puffer A3 gewaschen. Zur Elution der gebundenen Proteine wurde die 

Säule mit 3 CV Puffer B3 gespült. Proben der Durchflussfraktionen, der Waschfraktion und 

der Elutionsfraktion wurden mittels SDS-PAGE analysiert. Der Reinigungserfolg wurde durch 

Messung der sMMO-Aktivität (Kapitel 2.4.2, Seite 36) mit den jeweiligen MMOB-Fraktionen 

bestätigt. Homogene MMOB-haltige Fraktionen wurden in flüssigem Stickstoff eingefroren 

und bei - 80 °C gelagert. 

2.3.7 Reinigung von MMOB-Varianten 

Zur Reinigung der MMOB-Varianten wurde die gleiche Reinigungsstrategie wie in Kapitel 

2.3.6 verwendet. Der Maßstab der Reinigung war jedoch kleiner. Es wurden zwischen 0,3 

und 0,5 g Biofeuchtmasse für die Reinigung einer Variante verwendet. Die Reinigung wurde 

nicht mit der ÄKTApure, sondern mit His-GravyTraps (Tropfsäulen) mit einem Säulenvolu-

men von 1 mL durchgeführt. Es wurden die gleichen Puffer verwendet. Die Volumina wurden 

entsprechend der Herstellerempfehlung angepasst. Die Dialyse, der proteolytische Verdau 

und die Analytik wurden analog zur Reinigung des wt MMOB durchgeführt. 

2.4 Enzymatische Methoden 

2.4.1 DCPIP-Assay zur Bestimmung der MMOR-Aktivität 

Der Umsatz von Dichlorphenol-indophenol (DCPIP) durch die Reduktase (MMOR) wurde 

photometrisch mit dem Ultrospec 2100pro verfolgt. Für den DCPIP-Assay wurde Puffer R 

(Tabelle 2.2, Seite 22) in UV-Mikroküvetten vorgelegt und bei 45 °C temperiert. Das Reakti-

onsvolumen betrug 500 µL. MMOR-haltige Proteinlösung wurde zu einer finalen Proteinkon-

zentration zwischen 1 und 12 µg/mL zugegeben. Die Absorption bei 600 nm wurde als Refe-

renzwert auf Null gesetzt. Aus einer 1 mM DCPIP-Lösung in Puffer R wurden 50 µL zu einer 

finalen Konzentration von 100 µM zugegeben. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 50 µL 

einer 10 mM NADH-Lösung (cfinal = 1 mM) gestartet. Die Abnahme der Absorption bei 

600 nm wurde über einen Zeitraum von fünf Minuten verfolgt. Aus der initialen Steigung wur-

de mit Hilfe des Extinktionskoeffizienten von DCPIP (ε600 = 13 000 M-1 cm-1, [Fox et al., 

1990]) die Reaktionsgeschwindigkeit ermittelt. Da DCPIP auch ohne MMOR durch NADH 

reduziert wird, wurde eine Referenzreaktion ohne Enzym durchgeführt. Aus der Differenz der 
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Reaktionsgeschwindigkeiten der Reaktionen mit und ohne Enzym wurde die Aktivität der 

MMOR berechnet.  

2.4.2 Nitrobenzol-Assay zur Bestimmung der sMMO-Aktivität 

Der Umsatz von Nitrobenzol durch die sMMO wurde photometrisch mit dem Ultrospec 

2100pro verfolgt. Für den Nitrobenzol-Assay wurde TMA-Puffer (Tabelle 2.2, Seite 22) in UV-

Mikroküvetten vorgelegt und bei 30 °C temperiert. Das Reaktionsvolumen betrug 500 µL. 

Aus einer 10 mM Nitrobenzol-Lösung in TMA-Puffer wurden 50 µL zu einer finalen Konzent-

ration von 1 mM zugegeben. Die sMMO-Komponenten MMOH, MMOB und MMOR wurden 

zugegeben, die finalen Konzentrationen betrugen jeweils 1 µM. Dabei bezieht sich die Kon-

zentrationsangabe auf eine katalytisch aktive Einheit aus MMOH (αβγ), MMOB und MMOR. 

Die Absorption bei 420 nm wurde als Referenzwert auf Null gesetzt. Die Reaktion wurde 

durch Zugabe von 50 µL einer 10 mM NADH-Lösung (cfinal = 1 mM) gestartet. Die sMMO 

setzte Nitrobenzol unter anderem zu p-Nitrophenol um, welches unter den verwendeten Be-

dingungen teilweise zu p-Nitrophenolat dissoziiert. Die Bildung von p-Nitrophenolat wurde 

durch Messen der Absorption bei 420 nm (ε420 = 8715 M-1 cm-1, [Griethe, 2018]) über einen 

Zeitraum von fünf Minuten verfolgt. Aus der initialen Steigung der ermittelten Produktkon-

zentration wurde die Reaktionsgeschwindigkeit ermittelt. Die Reaktionsgeschwindigkeit wur-

de auf die eingesetzte Masse an aktiven MMOH-Einheiten (αβγ, c = 1 µM, M = 123,863 kDa) 

bezogen und daraus die Enzymaktivität berechnet. Da die sMMO Nitrobenzol unter den ver-

wendeten Bedingungen zu einem Gemisch aus 89 % p-Nitrophenol und 11 % m-Nitrophenol 

umsetzt [Froland et al., 1992; Griethe, 2018], wurde die finale Enzymaktivität um den ent-

sprechenden Faktor korrigiert. 

2.4.3 sMMO-katalysierter Umsatz von Nitrobenzol im OxyTherm 

Die enzymatische Oxidation von Nitrobenzol wurde auch im OxyTherm (Hansatech) durch-

geführt. Das Gerät misst die Sauerstoffkonzentration in Lösung über einer Platin-Elektrode 

am Boden des Reaktionsraumes. Vor den Versuchen wurde eine Kalibrierung nach Herstel-

lerangaben durchgeführt. Das finale Reaktionsvolumen betrug 1,2 mL und die Temperatur 

wurde auf 30 °C eingestellt. Reaktionsbedingungen einer Standardreaktion und die dafür 

benötigten Volumina sind in Tabelle 2.16 gezeigt. Davon abweichende Versuchsbedingun-

gen sind zum jeweiligen Versuch in Kapitel 3.2 (Seite 58) und in der zusammenfassenden 

Tabelle 3.4 (Seite 67) aufgelistet. Die Stammlösungen wurden, wenn nicht anders angege-

ben mit TMA-Puffer als Lösungsmittel hergestellt.  

Zunächst wurde das benötigte Volumen TMA-Puffer (Tabelle 2.2, Seite 22) im Reaktions-

raum vorgelegt. Standardmäßig wurde eine Rührgeschwindigkeit von 15 % (Herstelleranga-

be) eingestellt. Es folgte die Zugabe der Nitrobenzol- und der D-Glucose-Lösung. Dann wur-

den die Proteine zugegeben. Die benötigten Volumina der sMMO-Komponenten wurden 

berechnet, nachdem die Konzentrationen der Proteinlösungen bestimmt wurden (Kapitel 

2.5.1). Lyophilisierte Glucosedehydrogenase (GDH, aus Pseudomonas spec., Sigma-

Aldrich) wurde zunächst in TMA-Puffer gelöst und es wurde eine Stammlösung mit einer 

Konzentration von 5 mg/mL hergestellt. Die Katalase (Cat, aus Rinderleber, Sigma-Aldrich) 

wurde als Suspension geliefert. Nach Herstellerangaben wurde die Suspension mit TMA-

Puffer auf 5 mg/mL verdünnt, für eine Stunde bei 37 °C inkubiert und dann für 10 Minuten bei 

16 000 x g zentrifugiert. Vom Überstand wurde das entsprechende Volumen zur Reaktion 

zugegeben. 
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Parallel zur kontinuierlichen Sauerstoffmessung wurden während der Reaktion Proben ge-

nommen (V = 2,5 µL) und direkt mittels NanoDrop OneC analysiert. Es wurde jeweils ein UV-

Vis-Spektrum aufgenommen. Anhand der Absorption bei 420 nm wurde die Konzentration 

von p-Nitrophenol (ε420 = 8715 M-1 cm-1, [Griethe, 2018]) bestimmt. Die Konzentrationswerte 

der jeweiligen Reaktion wurden in Abhängigkeit von der Zeit aufgetragen. Mit Hilfe des Pro-

gramms Origin 2019 und der Funktion „Analyse > Mathematik > Mehrere Kurven Mitteln“ 

wurden mindestens drei Replikate zu einer Progresskurve gemittelt und als Konzentrations-

verlauf dargestellt.  

Tabelle 2.16: Zusammensetzung eines Reaktionsansatzes zum enzymatischen Umsatz von Nitrobenzol im 

OxyTherm 

Komponente c(stock) c(final) Volumen 

MMOH Zuvor bestimmt (2.5.1) 1 µM abh. von c(stock) 

MMOB Zuvor bestimmt (2.5.1) 1 µM abh. von c(stock) 

MMOR Zuvor bestimmt (2.5.1) 1 µM abh. von c(stock) 

Glucosedehydrogenase 5 mg/mL 5 µg/mL 1,2 µL 

Katalase 5 mg/mL 100 µg/mL 24 µL 

Nitrobenzol 10 mM 1 mM 120 µL 

D-Glucose 500 mM 50 mM 120 µL 

NADH 10 mM 1 mM 120 µL 

TMA-Puffer   ad. 1,2 mL 

 

2.4.4 sMMO-katalysierter Umsatz im diskontinuierlichen HPLC-Assay 

Der sMMO-katalysierte Umsatz von Benzol, Naphthalin und verschiedenen Probengemi-

schen wurde diskontinuierlich mittels HPLC-verfolgt. Der allgemeine Ablauf einer Reaktion ist 

im Folgenden beschrieben. Abweichende Parameter sind im Ergebnisteil zum entsprechen-

den Versuch näher erläutert. 

Als Reaktionsgefäße wurden 22 mL Bördelkappen-Glasgefäße verwendet, die in einem 

Magnetrührer ausgestattet und in einem Inkubator auf 30 °C temperiert wurden. Das Reakti-

onsvolumen betrug 4 mL. Demnach betrug der Gasraum über der Probe bei verschlossenem 

Gefäß 18 mL. Es wurden dieselben Stammlösungen wie in Kapitel 2.4.3 (Tabelle 2.16, Seite 

37) verwendet. Die finalen Konzentrationen sind im Ergebnisteil des jeweiligen Versuchs 

angegeben. TMA-Puffer wurde vorgelegt und es folgte die Zugabe der D-Glucose- und der 

Enzym-Lösungen. Dann wurden Substratlösungen zugegeben. Für den Umsatz von Benzol 

wurde eine gesättigte Lösung von Benzol in TMA-Puffer hergestellt (c = 22 mM, [GESTIS-

Stoffdatenbank, 2021a]). Aus dieser gesättigten Lösung wurde das entsprechende Volumen 

in das Reaktionsgefäß pipettiert. Das Substrat Naphthalin wurde entweder als Feststoff oder 

ebenfalls aus einer gesättigten Lösung (c = 0,24 mM, [GESTIS-Stoffdatenbank, 2021c]) in 

TMA-Puffer zugegeben. Anstatt der wässrigen Substratlösung wurde ein einigen Versuchen 

n-Decan als Lösungsmittel für die Substrate verwendet. In diesen Reaktionsansätzen wur-

den 200 µL der organischen Lösung zugegeben. Direkt nach Zugabe der Substrate wurden 

die Gefäße mit einem Teflon-Septum und einer Aluminium-Kappe gasdicht verschlossen 

wurden. Der Ansatz wurde für 10 Minuten bei der Reaktionstemperatur von 30 °C inkubiert, 

bevor mit Hilfe einer Spritze mit Kanüle 400 µL 10 mM NADH-Lösung (cfinal = 1 mM) zugege-

ben wurden, um die Reaktion zu starten. Vor Reaktionsstart und während der Reaktion wur-

den Proben genommen. Dazu wurden mit einer Hamilton-Spritze 90 µL der wässrigen Phase 
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der Reaktionslösung durch das Septum entnommen und in Reaktionsgefäße gegeben, in 

denen 10 µL 50 % (v/v) Trifluoressigsäure (TFA) zum sofortigen Abstoppen der Reaktion 

vorgelegt wurden. Die Proben wurden sofort gemischt und dann für mindestens zehn Minu-

ten auf Eis inkubiert. Nach Zentrifugation für zehn Minuten bei 16 000 x g und 4 °C wurden 

36 µL des Überstandes in HPLC-Probengefäße überführt und mit 4 µL 100 mM Tris(2-

carboxyethyl)phosphin (TCEP) versetzt. Die HPLC-Analyse ist in Kapitel 2.5.5 (Seite 44) 

beschrieben. 

Um die Substratkonzentration zu Beginn der Reaktion bestimmen zu können, wurde das 

Volumen der gesättigten Substratlösung in das entsprechende Volumen TMA-Puffer ohne 

Enzyme gegeben. Dadurch konnte derselbe Verdünnungsfaktor erreicht werden. Da keine 

Proteinpräzipitation nötig war, wurde die Lösung direkt mittels HPLC analysiert. Um den Ver-

lust an Benzol durch Evaporation zu minimieren, wurden die Proben durchgehend auf 4 –

 6 °C gekühlt. 

Im Fall einer organischen Phase aus n-Decan, wurden vor und nach der Reaktion 20 µL der 

organischen Substratlösung mit 180 µL n-Decan verdünnt. Die Analyse erfolgte mittels Gas-

chromatographie (Kapitel 2.5.6, Seite 45). 

In einigen Versuchen wurden kleinere HPLC-Probengefäße (V = 1,5 mL) mit den entspre-

chenden Deckeln als Reaktionsgefäße verwendet. Die benötigten Volumina wurden entspre-

chend auf ein Gesamtvolumen von 1 mL angepasst.  

2.4.5 sMMO-katalysierter Umsatz im Zwei-Phasen-System im Rührkessel-

reaktor 

Die Versuche zum enzymatischen Umsatz im Rührkesselreaktor wurden am Fraunhofer IGB 

(Stuttgart) durchgeführt. Um den Maßstab der enzymatischen Reaktion zu vergrößern wurde 

ein Rührkesselreaktor (V = 1 L) des DASGIP Parallelfermenter-Systems von Eppendorf ver-

wendet. Die Substratversorgung fand über eine organische Phase mit n-Decan als Lösungs-

mittel statt. Das Volumen der organischen Phase in der Reaktion betrug 17,5 mL. Die Zu-

sammensetzung der Substratlösung in n-Decan ist im Ergebnisteil zum jeweiligen Versuch 

angegeben. Das Volumen der wässrigen Phase betrug 350 mL. Die Zusammensetzung und 

die verwendeten Stammlösungen der wässrigen Phase sind in Tabelle 2.17 dargestellt. 

Tabelle 2.17: Zusammensetzung eines Reaktionsansatzes zum enzymatischen Umsatz im DASGIP Rühr-

kesselreaktor 

Komponente c(stock) c(final) Volumen 

MMOH Zuvor bestimmt (2.5.1) 2 µM Anhängig von c(stock) 

MMOB Zuvor bestimmt (2.5.1) 2 µM Anhängig von c(stock) 

MMOR Zuvor bestimmt (2.5.1) 2 µM Anhängig von c(stock) 

Glucosedehydrogenase 5 mg/mL 5 µg/mL 350 µL 

Katalase 5 mg/mL 200 µg/mL 14 mL 

BSA 40 mg/mL 10 mg/mL 87,5 mL 

D-Glucose 500 mM 50 mM 35 mL 

NADH 10 mM 1 mM 35 mL 

TMA-Puffer   ad. 350 mL 

 

Zunächst wurde der Kessel mit dem entsprechenden Volumen TMA-Puffer und D-Glucose-

Lösung befüllt. Dann folgte die Zugabe der Proteinlösungen, welche zuvor mittels Spritzenfil-

ter filtriert wurden. Der Kessel wurde verschlossen und in die DASGIP-Plattform eingesetzt. 
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Mit Hilfe der zugehörigen Software wurde die Rührgeschwindigkeit auf 180 rpm und die 

Temperatur auf 30 °C eingestellt. Ein- und Auslass des Massenspektrometers VarioOne (Va-

riolytics) wurden über ein Septum im Deckel des Kessels angeschlossen, sodass Kontakt zur 

Lösung bestand und Blasenbildung vermieden wurde. 17,5 mL der Substratlösung in n-

Decan wurden über einen Einlass im Deckel des Kessels zugegeben. Um zu vermeiden, 

dass die MS-Analytik durch kleine Tröpfchen des organischen Lösungsmittels gestört wird, 

wurde der Rührer während der Zugabe der Substratlösung gestoppt und anschließend wie-

der gestartet. Die Konzentrationen von Benzol, Phenol und Toluol in der wässrigen Phase 

wurden kontinuierlich mit dem VarioOne verfolgt (Kapitel 2.5.7, Seite 46). Nach etwa 

20 Minuten wurde die Reaktion durch Zugabe der NADH-Lösung gestartet. Diese wurde mit 

Hilfe einer Spritze über ein Tauchrohr direkt in die wässrige Phase des Reaktionsansatzes 

gepumpt. Während der Reaktion wurden ebenfalls über ein Tauchrohr Proben genommen. 

90 µL jeder Probe wurden zum Abstoppen der Reaktion direkt mit 10 µL 50 % (v/v) TFA ver-

setzt und für 10 Minuten auf Eis inkubiert. Die Proben wurden bei 16 000 x g und 4 °C für 

10 Minuten zentrifugiert. 36 µL des Überstandes wurden mit 4 µL 100 mM TCEP versetzt 

und in HPLC-Probengefäße gegeben. Vor und nach der Reaktion wurden zudem Proben der 

organischen Phase entnommen und 1:10 mit n-Decan verdünnt. Die Proben aus der wässri-

gen Phase wurden mittels HPLC und die der organischen Phase wurden mittels GC analy-

siert. Die Analyse wurde von der zentralen Analytik-Abteilung des Fraunhofer IGB nach den 

Vorschriften in Kapitel 2.5.5 und 2.5.6 durchgeführt. 

2.4.6 sMMO-katalysierter Umsatz von Ethylen 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden alle Arbeiten zum Umsatz von Ethylen am 

Fraunhofer IGB (Stuttgart) durchgeführt. Die verwendeten Anlagen und Geräte waren ATEX-

zertifiziert. 

2.4.6.1 Umsatz von Ethylen im 10-mL-Maßstab 

Als Reaktionsgefäße dienten Bördelkappen-Glasgefäße mit einem Gesamtvolumen von 

22 mL. Das Reaktionsvolumen betrug 10 mL. Somit betrug das Volumen des Kopfraumes 

über der Lösung 12 mL. Es wurden dieselben Stammlösungen wie in Kapitel 2.4.3 (Tabelle 

2.16, Seite 37) verwendet. Das Reaktionsgefäß wurde mit TMA-Puffer (Tabelle 2.2, Seite 

22), 50 mM D-Glucose und 1 mM NADH und Magnetrührer befüllt, gasdicht verschlossen 

und bei 30 °C unter Rühren inkubiert. Ein- und Auslass des Massenspektrometers VarioOne 

wurden über das Septum im Deckel angeschlossen (Abbildung 2.1). Die Peristaltikpumpe P1 

des VarioOne wurde auf 5,1 mL/min eingestellt. Die Begasung erfolgte ebenfalls über das 

Septum im Deckel mit Hilfe von Kanülen. Zunächst wurde der Kopfraum mit 100 % Sauer-

stoff gesättigt. Anschließend wurde mit einer gasdichten Spritze 5 mL Ethylen zusätzlich in 

den Kopfraum gegeben. Nach Erreichen einer konstanten Substratkonzentration in der 

wässrigen Phase (stabiles MS-Signal) wurde die Reaktion durch Zugabe von 200 µg/mL 

Katalase, 5 µg/mL GDH und 2 µM sMMO-Komponenten gestartet. Diese wurden kurz zuvor 

vereinigt und mit Hilfe einer Spritze zugegeben. Während der Reaktion wurden Substrat- und 

Produktkonzentrationen in der Flüssigphase kontinuierlich mittels Massenspektrometrie (Ka-

pitel 2.5.7, Seite 46) verfolgt. 
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2.4.6.2 Umsatz von Ethylen in Membranreaktor 

Der enzymatische Umsatz von Ethylen wurde unter anderem im Membranreaktor (MBR) 

demonstriert. Ein 3-D-Modell, sowie der schematische Aufbau des Reaktors sind in Abbil-

dung 2.3 und Abbildung 2.2 dargestellt. Die Reaktion im MBR wurde analog zu den Versu-

chen in 10 mL-Maßstab (Kapitel 2.4.6.1) durchgeführt.  

Das Volumen einer Kammer des MBR (Kammer Rxn) beträgt 560 mL. Um eine Umwälzung 

des Reaktionsvolumens zu ermöglichen und Volumenschwankungen zu kompensieren, wur-

de eine Schlauchpumpe (P2) inklusive Ausgleichsbehälter integriert. Das Betriebsmindestvo-

lumen für eine Kammer des MBR inklusive Ausgleichsbehälter und Umwälzung wurde auf 

700 mL bestimmt. Sowohl der Reaktor als auch der Ausgleichsbehälter wurden auf 30 °C 

temperiert. Zunächst wurde der Reaktor über den Ausgleichsbehälter mit entsprechendem 

Volumen TMA-Puffer (Tabelle 2.2, Seite 22) mit 50 mM D-Glucose und 1 mM NADH befüllt. 

Anschließend wurden die beiden anliegenden Kammern (G1, G2) mit Sauerstoff bzw. Ethyl-

en gespült. Durch das Schließen der Ventile V3 und V4 am Gasauslass des MBR wurde 

Druck in der jeweiligen Kammer aufgebaut, welcher durch die entsprechenden Ventile V1 

und V2 reguliert wurde. Anschließend wurde mittels Pumpe P2 die blasenfreie Umwälzung 

des Reaktorvolumens garantiert.  

Ein- und Auslass des Massenspektrometer VarioOne wurden an die Schlauchverbindungen 

zwischen Reaktionskammer (Rxn) und Ausgleichsbehälter angeschlossen. Vor Reaktions-

start wurden zunächst 200 µg/mL Katalase und 5 µg/mL GDH über ein Septum direkt in die 

Kammer Rxn des MBR gegeben. Nach Erreichen einer konstanten Sauerstoff- und Ethylen-

konzentration in der Lösung wurde die Reaktion durch Zugabe von 2 µM aller sMMO-

Komponenten gestartet. Während der Reaktion wurden Substrat- und Produktkonzentratio-

nen kontinuierlich mittels Massenspektrometrie (Kapitel 2.5.7, Seite 46) verfolgt. 

 

VarioOne 

Pumpe P1 

Membran-

einlass 

Abbildung 2.1: Schematische Darstellung des Versuchsaufbaus zum Umsatz von Ethylen im 10-mL-

Maßstab; Reaktionsgefäß: V = 22 mL; Ein- und Auslass des VarioOne-Massenspektrometer über Septum 

angeschlossen; Zugabe von Ethylen mittels gasdichter Spritze über das Septum in den Kopfraum des 

Reaktionsgefäßes; Aufbau verwendet für Reaktionen E1 (3.3.3) und E2 (3.5.1.1). 
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Abbildung 2.2: Schematische Darstellung des Reaktionsaufbaus zum Umsatz von Ethylen im Membran-

reaktor; Reaktionskammer (Rxn): V = 560 mL; Reaktionsvolumen: Vtotal = 700 mL; T = 30 °C; Pumpe P1: 

5,2 mL/min; Pumpe P2: 825 mL/min; G1: Kammer Ethylen, Druck pG1 = 0,5 – 2 bar; G2: Kammer Sauer-

stoff, pG2 = 0,5 – 2 bar; 
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Kammer Rxn 

Siloxan-

membran 

Lochblech 
Auslass 

Einlass 

Kammer G1 

Gaseinlass 

Gasauslass 

Dichtung 

Abbildung 2.3: 3-D-Modell des Membranreaktors, vereinfachte Darstellung entspricht näherungsweise 

dem Original; oben: Explosionszeichnung / geöffneter Zustand des Reaktors; unten: geschlossener Zu-

stand des Reaktors mit mehreren Kammern; Kammer G1 und Kammer Rxn siehe Abbildung 2.2 (Seite 41), 

erstellt mit blender 
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2.5 Analytische Methoden 

2.5.1 Proteinkonzentrationsbestimmung 

Nach der Reinigung der sMMO-komponenten und vor jedem in vitro Einsatz der Proteine 

wurde die Proteinkonzentration gemessen. Zur Bestimmung der Konzentration der Glu-

cosedehydrogenase, der Katalase und der MMOR wurde der Bradford-Assay verwendet. Die 

Konzentrationen von MMOH und MMOB wurden durch Messung der Absorption bei 280 nm 

ermittelt. 

2.5.1.1 Bradford-Assay 

Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurde der Test nach Bradford verwendet 

[Bradford, 1976]. 975 µL Bradford-Lösung (Tabelle 2.2, Seite 22) wurden in einer Halbmikro-

Küvette vorgelegt und mit 25 µL Probe versetzt und gemischt. Nach zwei Minuten wurde die 

Absorption bei 595 nm gemessen. Als blank wurden 25 µL des verwendeten Puffers anstelle 

der Probe eingesetzt. Zur Berechnung der Proteinkonzentration wurde eine Kalibrierung mit 

Rinderserumalbumin (BSA) im entsprechenden Puffer im Bereich von 0,05 – 0,5 mg/mL er-

stellt. 

2.5.1.2 Absorption bei 280 nm 

Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurde die Absorption bei 280 nm mit dem Nano-

Drop OneC gemessen. Mit der vom Hersteller integrierten Methode wurden 2,5 µL Probe 

unverdünnt gemessen. Auf Basis des Lambert-Beer’schen Gesetzes wurde mit Hilfe des 

Extinktionskoeffizienten die Konzentration berechnet [Beer, 1852]. Die verwendeten Extinkti-

onskoeffizienten und Molekülmassen wurden mit der Anwendung ProtParam (expasy.org) 

ermittelt sind in Tabelle 2.18 aufgelistet. 

Tabelle 2.18: Extinktionskoeffizient und Molekulargewicht verschiedener Proteine 

Protein Extinktionskoeffizient 280 nm [M
-1

 cm
-1

] Molekulargewicht [kDa] 

MMOH (α2β2γ2) 546000 247,725 

MMOH (αβγ) 273000 123,863 

MMOB 15470 14,752 

SUMO-MMOB 16960 28,15 

 

2.5.2 Bestimmung des FAD-Gehalts der MMOR 

Der FAD-Gehalt der MMOR wurde nach dem Protokoll von Kopp et al. durchgeführt [Kopp et 

al., 2001]. Zunächst wurde die Konzentration einer MMOR-Präparation bestimmt (Kapitel 

2.5.1.1). 50 µL einer MMOR Präparation mit einer Konzentration von 1 – 5 mg/mL wurden für 

fünf Minuten bei 99 °C inkubiert. Das denaturierte Protein wurde durch Zentrifugation für 

10 Minuten bei 13 000 x g abgetrennt. Mit dem NanoDrop OneC wurde ein Absorptions-

spektrum des Überstandes aufgezeichnet. Über den Extinktionskoeffizient von FAD 

(ε450 = 11 300 M-1 cm-1) wurde die Konzentration von FAD im Überstand bestimmt und mit 

der initialen Proteinkonzentration ins Verhältnis gesetzt. 

2.5.3 SDS-PAGE 

Trenn- und Sammelgele wurden nach folgender Zusammensetzung mit der Gel-

Präparationsapparatur (Biorad) hergestellt. 
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Tabelle 2.19: Pipettierschema zur Herstellung von SDS-PA-Gelen 

Komponente 2 Trenngele (12,5 %) 2 Sammelgele (4,5 %) 

Trenngelpuffer 2,5 mL - 

Sammelgelpuffer - 1,25 mL 

30 % Acrylamid/Bisacrylamid 4,2 mL 0,75 mL 

dH2O 3,3 mL 3,1 mL 

TEMED 10 µL 10 µL 

gesättigte APS-Lösung 20 µL 8 µL 

 

Der SDS-PAGE-Probenpuffer wurde durch Zugabe von 10 µL/mL 2-Mercaptoethanol oder 

10 mM DTT vervollständigt. Die Proben wurden mit 20 – 80 % (v/v) Probenpuffer versetzt 

und bei 95 °C für fünf Minuten inkubiert. Wenn nicht spezifiziert, wurden 10 µL jeder Probe 

und 5 µL des Molekulargewichts-Markers aufgetragen. Die Elektrophorese wurde für die ers-

ten sechs Minuten bei 80 mA und 300 V und für weitere 25 Minuten bei 60 mA und 300 V 

durchgeführt. Während der Elektrophorese wurde die Laufkammer mit Wasser gekühlt. 

Nach der elektrophoretischen Trennung wurde das Gel für mindestens eine Stunde in Färbe-

lösung auf dem Wipptisch inkubiert. Zur Entfärbung wurde das Gel in Entfärbelösung inku-

biert. Diese wurde nach ca. 30 Minuten gewechselt, bis das Gel ausreichend entfärbt war. 

2.5.3.1 1/OD600-Proben 

Zur Analyse der Proteine in E. coli-Zellen während der Kultivierung, wurden Proben der Zell-

suspension mit dem Volumen V [mL] = 1/OD600 zentrifugiert (16 000 x g, 10 min). Der Über-

stand wurde verworfen und das Zellpellet wurde in 100 µL SDS-PAGE-Probenpuffer mit 2-

Mercaptoethanol resuspendiert. Die Proben wurden ebenfalls für 5 Minuten bei 95 °C inku-

biert und anschließend mittels SDS-PAGE analysiert. 

2.5.4 Agarose-Gelelektrophorese 

Zur Analyse von DNA-Molekülen während der Klonierung, wurde eine Agarose-

Gelelektrophorese durchgeführt. Dazu wurden 0,35 g Agarose in 35 mL TAE-Puffer erhitzt, 

bis die Agarose vollständig gelöst war. Die Lösung wurde auf ca. 60 °C abgekühlt, 20 µL 

Ethidiumbromidlösung (c(stock) = 1 g/L) wurden zugegeben und die Lösung wurde in die 

Gelkammer gegossen. Nach dem Aushärten des Gels wurden 5 - 10 µL Probe oder DNA-

Referenzmarker in die Geltaschen gegeben. Die Proben wurden zuvor mit 6 x DNA-

Probenpuffer im Verhältnis von 5:1 versetzt. Die Elektrophorese wurde für eine Stunde bei 

80 V und 400 mA durchgeführt. Zur Analyse der DNA-Banden wurde eine UV-Gel-

Dokumentationsanlage verwendet. 

2.5.5 Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) 

Eine diskontinuierliche Analyse von Substrat- und Produktkonzentrationen wurde im Rahmen 

der vorliegenden Arbeit mittels HPLC und GC durchgeführt. Die Proben wurden entspre-

chend der Beschreibung in Kapitel 2.4.4 aufgearbeitet und anschließend vermessen. Die 

HPLC-Analytik erfolgte mit einer Agilent 1290 Infinity II HPLC mit Diodenarraydetektor. Die 

Parameter sind in der folgenden Tabelle aufgelistet. Die Detektion einzelner Substanzen 

fand bei unterschiedlichen Wellenlängen statt. Zur Quantifizierung wurde eine Kalibrierung 

mit den jeweiligen Referenzsubstanzen unter den gleichen Reaktionsbedingungen erstellt. 

Die Peak-Fläche wurde in Abhängigkeit von der Konzentration aufgetragen. Die Kalibrierge-

raden sind in Anhang 8.9 (Seite 155) dargestellt. 
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Tabelle 2.20: Parameter der HPLC-Analyse 

Gerät: AGILENT 1290 Infinity II 

Säule: 
InfinityLab Poroshell 120 EC-C18 

2,1 x 50 mm, 4 Micron 

Laufmittel: 
A: H2O + 0,1 % (v/v) TFA 

B: Acetonitril + 0,1 % (v/v) TFA 

Methode: 

Injektionsvolumen: 2 µL 

Flussrate: 0,5 mL/min 

Gradient: 

Zeit [min] Acetonitril [%] 

0,0 5 

1,5 10 

6,5 60 

6,51 85 

7,0 85 

post time 0.5 min  

Detektion: 

Diodenarraydetektor 

Komponente λ [nm] Retentionszeit [min] 

Benzol 208 4,297 

Phenol 275 2,168 

Hydrochinon 275/289 0,575 

Toluol 208/254 5,41 

Benzylalkohol 208/254 2,03 

p-Kresol 275 3,39 

Naphthalin 275 6,119 

1-Naphthol 275 4,754 

2-Naphthol 275 4,556 

 

2.5.6 Gaschromatographie (GC) 

Substrat- und Produktlösung in organischem Lösungsmittel wurden mittels GC analysiert. 

Dazu wurde eine Agilent 7890A Gaschromatograph mit einer HP-5ms (30 m x 0,25 mm, 

0,25 µm) Säule verwendet. Zum Spülen der Injektionsnadel wurde Dichlormethan verwendet. 

Vor der Injektion wurden die Proben 1:10 mit dem entsprechenden Lösungsmittel verdünnt. 

Zur Quantifizierung wurde eine Kalibrierung mit den jeweiligen Referenzsubstanzen unter 

den gleichen Reaktionsbedingungen erstellt. Die Peak-Fläche wurde in Abhängigkeit von der 

Konzentration aufgetragen. Die Kalibriergeraden sind in Anhang 8.10 (Seite 157) dargestellt. 

Tabelle 2.21: Parameter der GC-Analyse 

Gerät: AGILENT 7890B 

Säule: 
Agilent HP-5ms 

30 m x 0,25 mm, 0,25 Micron 

Carrier-Gas He 1,5 mL/min constant flow 

Methode: 

Injektionsvolumen 1 µL 

Inlet:  

T = 250 °C 

Split ratio 1:100 
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Gerät: AGILENT 7890B 

Ofen: 

Zeit [min] T [°C] 

0,0 80 

1,0 80 

4,4 250 

post time 1 min  

Detektion: 

Flammenionisationsdetektor (FID) 

T = 300 °C 

Air flow 400 mL/min 

H2-fuel flow 40 mL/min 

N2 markup flow 10 mL/min 

Komponente Retentionszeit [min] 

Benzol 1,722 

Toluol 1,98 

Naphthalin 3,575 

n-Decan Lösungsmittel-peak 2,8 – 2,85 

 

2.5.7 Massenspektrometrie 

Die Analytik der Substrat- und Produktkonzentration erfolgte mittels kontinuierlicher Massen-

spektrometrie (MS). Dazu wurde der Prototyp VarioOne der Firma VarioLytics (Stuttgart) 

verwendet. Der Flüssigeinlass ermöglicht eine kontinuierliche Messung verschiedener Sub-

stanzen in wässriger Lösung. Der Aufbau und die Funktionsweise des Flüssigeinlasses mit 

anschließender quantitativer MS-Analyse sind auf der Internetseite des Herstellers veran-

schaulicht (www.variolytics.de/vario-two-flussig-und-gasanalysator/, Stand 26.10.2021). Ein- 

und Auslass zur Probenzufuhr wurden über Kapillaren an das Reaktionsgefäß angeschlos-

sen, sodass die Reaktionslösung zur Messung schaumfrei ab- und zugeführt werden konnte. 

Das Totvolumen der Kapillaren und Schläuche wurde auf 1,9 mL ermittelt. Mit Hilfe der inte-

grierten Schlauchpumpe wurden 5,1 mL Reaktionsvolumen pro Minute am Membraneinlass 

des VarioOne vorbeigepumpt. Volatile Substanzen gelangten durch die Membran in das 

Vorvakuum. Von dort wurden die Moleküle in das Hochvakuum zur massenspektrometri-

schen Analyse geleitet. Die Ionenstärke wurde parallel für mehrere Masse-Ladungs-

Verhältnisse gemessen. Zur Auswertung wurde die Ionenstärke jeweils ins Verhältnis zur 

gemessenen Ionenstärke von Wasser (m/z = 18) gesetzt. Dadurch konnte ausgeglichen 

werden, dass äußere Einflüsse, wie Temperatur oder Luftdruckschwankungen das Messer-

gebnis beeinflussten. Mit Hilfe einer Kalibrierung wurde aus der Ionenstärke die Konzentrati-

on der jeweiligen Substanzen bestimmt. Zur Kalibrierung wurden Lösungen mit bekannter 

Konzentration des jeweiligen Stoffes mit denselben Messparametern gemessen. Die Ionen-

stärke wurde nach Erreichen eines Plateaus über mehrere Sekunden gemittelt. In Anhang 

8.11 (Seite 158) sind die Rohdaten der Kalibrierung und die daraus gebildeten Kalibriergera-

den dargestellt. 
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3 Ergebnisse 

3.1 Produktion und Reinigung der sMMO-Komponenten 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit war ein Ziel, die enzymatische Umsetzung von Ethylen, 

Benzol und Naphthalin durch die sMMO aus M. trichosporium OB3b in vitro zu untersuchen 

und den Maßstab der Enzymreaktionen zu vergrößern. Dafür war es notwendig, ausreichen-

de Mengen der sMMO-Komponenten im hohen mg-Bereich zur Verfügung zu stellen. Bereits 

beschriebene Kultivierungs- und Reinigungsstrategien wurden dafür verwendet und teilweise 

angepasst. Alle Bestandteile der sMMO lassen sich homolog aus methanotrophen Bakterien 

isolieren. Zur Erhöhung der Ausbeute und der Möglichkeit zur genetischen Modifikation der 

Zielproteine, war eine rekombinante Produktion erstrebenswert. Rekombinante Produktions-

strategien sind bisher für das regulatorische Protein B (MMOB) und die Reduktase (MMOR) 

beschrieben. In den folgenden Kapiteln werden die Ergebnisse zur Produktion und Aufarbei-

tung der drei sMMO-Komponenten MMOH, MMOB und MMOR vorgestellt. 

3.1.1 Homologe Produktion der Hydroxylase 

Da die Hydroxylase (MMOH) aus Methylosinus trichosporium OB3b bisher noch nicht in akti-

ver Form rekombinant produziert und gereinigt werden konnte [Jahng und Wood, 1994] und 

der Anteil an MMOH in M. trichosporium OB3b bis zu 12 % des Gesamtproteins beträgt [Fox 

et al., 1990], wurde die homologe Produktionsstrategie gewählt. Es wurden die in der Disser-

tationsschrift von Dr. Andreas Griethe beschriebenen Protokolle verwendet [Griethe, 2018]. 

Die Kultivierung wurde im Fed-batch-Prozess durchgeführt (siehe Kapitel 2.3.1, Seite 31). 

Aus einem finalen Kulturvolumen von 75 L konnten 4,4 kg Biofeuchtmasse geerntet werden 

(Daten nicht gezeigt), welche von Dr. A. Griethe zur weiteren Aufarbeitung der MMOH zur 

Verfügung gestellt wurde. 

3.1.2 Reinigung der Hydroxylase aus M. trichosporium OB3b 

Die Reinigung der Hydroxylase (MMOH) erfolgte aus dem Wildtyp Organismus Methylosinus 

trichosporium OB3b. Die ursprünglich auf der Arbeit von Fox und Kollegen basierende Reini-

gungsstrategie, bestehend aus einer Anionenaustauschchromatographie (AEC) und einer 

Größenausschlusschromatographie (SEC), wurde von A. Griethe weiterentwickelt [Fox et al., 

1989; Griethe, 2018]. Diese Ergebnisse dienten als Grundlage für die Reinigung der MMOH 

in der vorliegenden Arbeit. Um größere Mengen gereinigter MMOH zur Verfügung zu stellen, 

sollte die Reinigungsstrategie vereinfacht werden. Da die SEC aufgrund des geringen Pro-

benvolumens eine Skalierung des Reinigungsprozesses limitiert, sollte dieser Schritt vermie-

den werden. Ziel war die Vereinfachung des Reinigungsprozesses, um größere Mengen Bi-

omasse in einem Durchgang aufarbeiten zu können. Im Verlauf der vorliegenden Arbeit wur-

de die Reinigung der MMOH mehrmals durchgeführt. Abweichend zu dem Protokoll von A. 

Griethe wurde lediglich die Anionenaustauschchromatographie (AEC) durchgeführt. Außer-

dem fand die Reinigung bei Raumtemperatur anstelle von 4 °C statt. In Tabelle 3.1 ist das 

Ergebnis einer Reinigung zusammengefasst. Als Indikator für die Reinheit der MMOH-

Präparation diente die spezifische Aktivität. Die spezifische Aktivität wurde mit dem Nitro-

benzol-Assay (Kapitel 2.4.2, Seite 36) bestimmt und sollte mindestens 100 mU/mg betragen. 

Bereits nach einer AEC konnten MMOH-haltige Fraktionen mit ausreichender Reinheit 

(120 mU/mg) erhalten werden. Aus 133,8 g Biofeuchtmasse wurden 1449 mg aktive MMOH 

gereinigt. Die auf die Aktivität bezogene Ausbeute betrug 328 %. Dabei ist zu beachten, dass 
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die Aktivität im Rohextrakt ohne zusätzliche Zugabe der Komponenten MMOB und MMOR 

erfolgte. Die resultierenden Aktivitätswerte sind demnach nicht unter denselben Bedingun-

gen gemessen worden. 

Mit der Reinigung in nur einem AEC-Schritt konnte genügend aktive MMOH für die nachfol-

genden Untersuchungen bereitgestellt werden. Der Arbeitsaufwand wurde durch diese Ver-

einfachung der Aufarbeitungsstrategie deutlich verringert.  

Tabelle 3.1: Reinigung der MMOH aus M. trichosporium OB3b; Die Messung der sMMO Aktivität erfolgte 

im Nitrobenzol Assay im Rohextrakt noch ohne Zusatz von MMOB bzw. MMOR danach mit jeweils 1 µM 

MMOB bzw. MMOR. 
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mg/mL mL mg mU/mg U % 

 
RE 20,3 435 8830,5 6,0 53 100 1 

1. AEC 11,5 126 1449 120 174 328 20 

 

3.1.3 Rekombinante Produktion der Reduktase 

Im Organismus Methylosinus trichosporium OB3b liegt die Reduktase nur in geringen Men-

gen vor und macht nur etwa 0,1 – 0,3 % des löslichen Proteins im Wildtyp aus [Merkx et al., 

2001; Pilkington und Dalton, 1990]. Eine homologe Produktion und Reinigung ist deshalb mit 

hohem chromatographischen Aufwand und niedriger Ausbeute an gereinigter MMOR, in Be-

zug auf die eingesetzte Biomasse, verbunden [Fox et al., 1989; Griethe, 2018]. Um die 

sMMO als Biokatalysator in größerem Maßstab nutzbar zu machen, war eine Optimierung 

der Produktion der MMOR notwendig. Die rekombinante Produktion aktiver MMOR in E-

scherichia coli ist bislang nur für die MMOR aus dem Organismus Methylococcus capsulatus 

Bath beschrieben [Kopp et al., 2001; Lloyd, 1997; West et al., 1992]. Hinweise über die 

Kreuzreaktivität der sMMO-Komponenten aus verschiedenen Organismen lieferten erstmals 

Stirling und Dalton 1979 [Stirling et al., 1979]. 

In der vorliegenden Arbeit sollte die Ausbeute der rekombinanten Produktion der MMOR aus 

M. capsulatus Bath erhöht werden. Dazu wurde ein neues Expressionsplasmid auf Basis des 

Vektors pET28a für die rekombinante Produktion in E. coli entworfen. Die Vektorkarte und 

Sequenz ist im Anhang 8.1 (Seite 146) dargestellt. Die Gensynthese und Subklonierung in 

den Expressionsvektor wurden von der Firma GeneArt® (ThermoFisher Scientific) durchge-

führt. Zur Expression wurde der Stamm E. coli KRX verwendet. Die Transformation des 

Stammes ist in Kapitel 2.2.3 (Seite 30) beschrieben. Die Kultivierung wurde zunächst im 

Schüttelkolben durchgeführt. Der Ablauf der Kultivierung ist in Kapitel 2.3.3.1 (Seite 32) be-

schrieben. In Abbildung 3.1A ist der Verlauf der optischen Dichte (OD600) der E. coli-Kultur 

zur rekombinanten MMOR-Produktion dargestellt. Abbildung 3.1B zeigt die Analyse der int-

razellulären Proteine der E. coli-Kultur mittels SDS-PAGE. 
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Zu Beginn der Kultivierung steigt die optische Dichte bis zum Induktionszeitpunkt (t = 0 h) 

gleichmäßig für Kontrolle und Expressionskultur an. Die Induktion erfolgte bei einer 

optischen Dichte von 0,65. Nach dem Zeitpunkt der Induktion zeigte die nicht induzierte 

Kontrolle eine stärkeres Wachstum als die induzierte Expressionskultur. Zum Ende der 

Kultivierung nach 22 h lag die OD600 der induzierten Kultur bei 4,6 und die der nicht 

induzierten Kontrolle bei 6,5. Der Wachstumsunterschied ist auf die metabolische Last durch 

die Expression und Translation der rekombinanten MMOR zurückzuführen. Im Abbildung 

3.1B wurden Zellkulturproben mittels SDS-PAGE analysiert. Zum Zeitpunkt der Induktion 

(t = 0 h) zeigten die untersuchten Kulturen ein ähnliches Bandenmuster (Spuren 2 – 4). In 

den Proben, die 2, 6 und 22 Stunden nach der Induktion genommen wurden, unterschieden 

sich die Bandenmuster. In den Proben der induzierten Kulturen (Spuren 9 – 10, 12 – 13, 15 – 

16) nimmt mit zunehmender Inkubationszeit die Intensität einer Bande mit der Größe von 

etwa 40 kDa zu. Diese ist auf die Synthese von MMOR zurückzuführen. Mit dem neu 

entworfenen Expressionsplasmid konnte die MMOR aus M. capsulatus Bath rekombinant in 

E. coli KRX produziert werden. Die Identität des Enzyms wurde durch einen 

Aktivitätsnachweis belegt (siehe Anhang 8.5, Seite 153). 

3.1.4 Rekombinante Produktion der Reduktase im 7,5 L-fed-batch-Prozess 

Basierend auf den Versuchen im Schüttelkolben (Kapitel 3.1.3) wurde der Maßstab zur 

rekombinanten Produktion der MMOR vergrößert, um die verfügbare Menge an MMOR-

haltiger Biomasse zu erhöhen. Dazu wurde die Kultivierung im Bioreaktor mit einer Fed-

batch-Strategie durchgeführt. Als Medium wurde TB-Medium mit 25 µg/mL Kanamycin 

verwendet. Das Anfangsvolumen von 7,5 L wurde aus einer dreistufigen Vorkultur angeimpft. 

Ein detaillierter Ablauf der Fermentation ist in Kapitel 2.3.3.2 (Seite 32) beschrieben. 

Zeit nach Ind.      0 h             2 h             6 h              22 h    

M   -    +     +    -     +    +     -    +    +    -     +    +       

kDa 

116 – 
 

 66 – 
 

 45 – 
 

 35 – 
 

 

 25 –  

 
 18 – 

 

 14 – 
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Abbildung 3.1: Kultivierung von E. coli KRX pET28a_MMOC im Schüttelkolben (V = 500 mL) zur rekombi-

nanten Produktion von MMOR (MCB); Methode beschrieben in Kapitel 2.3.3.1 (Seite 32). A: Wachstums-

kurve; rot: induzierte Kultur (n = 3); schwarz: nicht induzierte Kontrolle (n = 1); Gesamtvolumen 3,5 L TB-

Medium mit 50 µg/mL Kanamycin, T = 37 °C, 130 rpm; Induktion bei t = 0 h durch Zugabe von final 

0,1 % (w/v) Rhamnose und 0,1 mM IPTG; Zusatz von 0,1 mM (NH4)2Fe(SO4)2 zum Zeitpunkt der Induktion. 

B: SDS-PAGE-Analyse von 1/OD600-Proben (Kapitel 2.5.3.1, Seite 44) von induzierter (+) und nicht indu-

zierter Kultur (-); Probenahme zu verschiedenen Zeitpunkten nach Induktion; M: Unstained Protein 

Molecular Weight Marker; MWMMOR = 38 kDa. 
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Während der Kultivierung wurde das Wachstum anhand der OD600 sowie die 

Glucosekonzentration verfolgt.  

Der Verlauf der OD600 und der Glucoseverbrauch sind in Abbildung 3.2A dargestellt. Von 

Beginn an stieg die OD600. Die Glucosekonzentration sank zunächst leicht. Zwei Stunden 

nach dem Beginn der Kultivierung nahm die Glucosekonzentration deutlich ab. Nach 

2,5 Stunden war die Glucose vollständig verbraucht und der Glycerol-Hefeextrakt-feed wurde 

gestartet (Abbildung 3.2(a)). Vor der Induktion der Genexpression wurden 0,1 mM 

(NH4)2Fe(SO4)2 zugegeben und die Temperatur von 37 °C auf 25 °C gesenkt (b). Die 

Induktion erfolgte sieben Stunden nach Beginn der Kultivierung bei einer OD600 von 33,5 

durch Zugabe von 0,1 mM IPTG und 0,1 % (w/v) Rhamnose (c). Die OD600 stieg weiter und 

näherte sich 14 Stunden nach der Induktion einem Wert von OD600 = 56 an. 17 Stunden nach 

der Induktion und einer Gesamtprozesszeit von 24 h wurde die Kultivierung beendet. Nach 

Zentrifugation des finalen Kulturvolumens von 9,5 L wurden 1094 g Biofeuchtmasse (BFM) 

erhalten.  

Abbildung 3.2B zeigt die Analyse von Kulturproben mittels SDS-PAGE. Mit zunehmender 

Zeit nach Induktion lässt sich auf der Höhe von ca. 40 kDa eine unscharfe Bande erkennen, 

die dem Zielprotein zuzuordnen ist. Die Zunahme der Bandenintensität deutet darauf hin, 

dass auch im größeren Maßstab in der Fed-batch-Fermentation das Zielprotein MMOR 

rekombinant produziert wurde. Die Biomasse wurde im weiteren Verlauf zur Reinigung der 

MMOR eingesetzt. 

3.1.5 Reinigung der Reduktase aus E. coli KRX pET28a_MMOC 

Nach der rekombinanten Produktion der MMOR in E. coli KRX wurde das Zielprotein chro-

matographisch gereinigt. Die in der Literatur beschriebene Strategie zur Reinigung der 

MMOR beinhaltet als letzten Schritt eine Affinitätschromatographie mittels 5‘-AMP-

Sepharose [Kopp et al., 2001]. Die Angaben zur Bindung von MMOR an 5’AMP-Sepharose 

sind nicht reproduzierbar [Griethe, 2018]. Die in der vorliegenden Arbeit verfolgte Reini-

Abbildung 3.2: Kultivierung von E. coli KRX pET28a-MMOC im Bioreaktor zur rekombinanten Produktion 

von MMOR; A: optische Dichte (rot) und Glucosekonzentration (blau) im Zeitverlauf; Startvolumen V = 

7,5 L TB-Medium; T = 37 °C; a: Start des Glycerin-Hefeextrakt-feed; b: Zugabe 0,1 mM (NH4)2Fe(SO4)2, T = 

25 °C; c: Induktion durch Zugabe von 0,1 mM IPTG und 0,1 % (w/v) Rhamnose; Kultivierungsparameter 

beschrieben in 2.3.3.2 (Seite 32); B: SDS-PAGE-Analyse von 1/OD600-Proben (Kapitel 2.5.3.1, Seite 44) der 

Fermentation von E. coli KRX pET28a_MMOC; Probenahme zu verschiedenen Zeitpunkten nach Indukti-

on; M: Unstained Protein Molecular Weight Marker; MWMMOR = 38 kDa. 

M     0 h   1,5 h  5,5 h  14,5 h  17 h   kDa 
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gungsstrategie bestand aus zwei Anionenaustauschchromatographie-Schritten. Die Parame-

ter der chromatographischen Reinigung sind in Kapitel 2.3.4 (Seite 33) beschrieben.  

106,1 g Biomasse wurden mit einem Hochdruckhomogenisator (HDH) in vier Passagen auf-

geschlossen. Nach der Zentrifugation betrug das Volumen des Überstandes ca. 300 mL und 

die Proteinkonzentration 21,5 mg/mL. Die Gesamtproteinmenge betrug 6450 mg. Im ersten 

Schritt wurde eine Anionenaustauschchromatographie (AEC) durchgeführt (Q-Sepharose 

FF, CV = 68 mL). Der Überstand wurde dazu auf ein Volumen von 401 mL mit Aufschluss-

puffer verdünnt. Abbildung 3.3 zeigt das Chromatogramm des ersten Reinigungsschritts. Da 

MMOR FAD als Cofaktor besitzt, bietet die Absorption bei 465 nm eine zusätzliche spezifi-

sche Detektionsmöglichkeit. Im Durchfluss stieg das Absorptionssignal bei 280 nm auf über 

4000 mAU an, das Absorptionssignal bei 465 nm stieg auf ca. 170 mAU an. Wirtszellprotei-

ne, die nicht an die Säule gebunden wurden, konnten in diesem Schritt abgetrennt werden. 

Die Absorption bei 465 nm deutet darauf hin, dass sich auch FAD-bindende Proteine im 

Durchfluss befanden. Im nachfolgenden Waschschritt sank das Absorptionssignal bei 

280 nm auf 170 mAU ab. Eluiert wurde mit einem linearen Anstieg der Salzkonzentration von 

50 bis 500 mM NaCl. Während der Elution ließen sich bei 280 nm mehrere große Peaks er-

kennen. Der Peak zwischen 1300 und 1500 mL zeigte zudem ein Signal bei 465 nm. Ver-

mutlich handelt es sich bei diesem Peak vor allem um die Elution des Zielproteins MMOR.  

Von einigen Elutionsfraktionen wurden Proben genommen und mittels SDS-PAGE analy-

siert. Das Ergebnis ist in Abbildung 3.4 dargestellt. In der Rohextrakt-Probe nach Zellauf-

schluss (RE, Spur 2) sind Wirtszellproteine und das Zielprotein MMOR zu erkennen. In 

Spur 3 wurde eine Probe des Durchflusses aufgetragen. In dieser lassen sich viele Banden 

der Wirtszellproteine aus dem Rohextrakt erkennen. Auf der Höhe der MMOR befindet sich 

keine deutliche Bande. Das Zielprotein hat demnach an die Säule gebunden. In der Wasch-

fraktion (Spur 4) ist die Proteinkonzentration gering. Es lassen sich keine Banden erkennen. 

In den Elutionsfraktionen 11 bis 28 lassen sich Banden auf der für die MMOR erwarteten 

Abbildung 3.3: Chromatogramm der 1. AEC zur Reinigung der MMOR; (Methode beschrieben in 2.3.4 

Seite 33); Säule: Q-Sepharose FF, CV = 68 mL, Flussrate 4 mL/min; blau: Absorptionssignal bei 280 nm; 

rot: Absorptionssignal bei 465 nm; orange: Leitfähigkeit [mS/cm]; grün: prozentualer Anteil an Puffer B; 

einzelne Reinigungsschritte und Fraktionen sind mit grau markiert; FT: Durchfluss; W: Waschfraktion; 

Nummerierung ausgewählter Elutionsfraktionen 
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Höhe erkennen. In allen Elutionsfraktionen sind neben der MMOR auch verunreinigende 

Proteine zu erkennen. Die Fraktionen 10 bis 14 (Spuren 7 bis 11) sind vorrangig durch ein 

Protein mit einer Größe von ca. 42 kDa verunreinigt. 

Die Fraktionen 13 – 20 (Spuren 10 bis 17) wurden vereinigt und über Nacht dialysiert. Nach 

der Dialyse wurde die Probe zentrifugiert, um Aggregate abzutrennen. Es war ein kleines 

Pellet sichtbar. Anschließend wurde eine Proteinkonzentration von 8,56 mg/mL bestimmt. 

Das Volumen der Probe für die weitere Reinigung betrug 118 mL. Insgesamt wurden 

1010 mg Protein in den folgenden Schritten weiter aufgearbeitet.  

Nach einer Dialyse folgte als zweiter Reinigungsschritte eine weitere AEC (Q-Sepharose FF, 

CV = 10,3 mL). Das Chromatogramm und die SDS-PAGE-Analyse der Fraktionen sind in 

Abbildung 3.5 und Abbildung 3.6 dargestellt. Bei der zweiten AEC wurden erneut die Absorp-

tionssignale bei 280 nm und bei 465 nm detektiert. Im Durchfluss (FT) stieg das Absorpti-

onssignal bei 280 nm bis auf ca. 500 mAU an. Die Analyse mittels SDS-PAGE (Abbildung 

3.6, Spur 3 und 4) zeigt schwache Banden in den beiden analysierten Durchflussfraktionen 

FT2 und FT3 sowohl auf der Höhe der MMOR als auch von verunreinigenden Proteinen. 

Nach ca. 150 mL wurde mit 35 % Puffer B gewaschen. Sowohl bei 280 nm als auch bei 

465 nm zeigt das Absorptionssignal zu Beginn des Waschschritts einen Peak, danach sinkt 

das Absorptionssignal wieder. Die Analyse mittels SDS-PAGE zeigt, dass sowohl Zielprotein 

als auch Verunreinigungen von der Säule gewaschen wurden (Spuren 5 und 6). Nach der 

Waschphase ab einem Gesamtvolumen von 200 mL wurde der Anteil an Puffer B linear er-

höht. Sowohl im Absorptionssignal bei 280 nm als auch im Signal bei 465 nm ließ sich ein 

großer Elutionspeak zwischen 220 und 250 mL erkennen. Die maximale Absorption bei 

465 nm betrug ca. 1000 mAU. Die Analyse der Elutionsfraktionen mittels SDS-PAGE bestä-

tigt, dass es sich bei dem Elutionspeak hauptsächlich um das Zielprotein MMOR handelte. 

Die Bande der MMOR ist sehr intensiv und zeigt eine leichte Doppelbande, welche möglich-

erweise auf eine nicht vollständige Reduktion der MMOR zurückzuführen ist. Oberhalb und 

unterhalb der Bande des Zielproteins lassen sich in den Spuren der Elutionsfraktionen (Spu-

ren 11 – 19) Verunreinigungen erkennen. 

M  RE FT  W   6    8   10  11   12  13  14   15  16         17  18   19  20   21  22   25   28   31   34  37  M kDa 
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1   2     3    4     5     6    7    8     9    10  11   12  13     14   15   16    17   18  19  20   21   22    23    24    25 

Abbildung 3.4: SDS-PAGE-Analyse von Reinigungsfraktionen der 1. AEC; Probenpräparation: 10 µL Probe 

mit 40 µL Probenpuffer mit 10 mM DTT versetzt, Inkubation für 5 min bei 95 °C, Auftragung von 10 µL; M: 

Unstained Protein Molecular Weight Marker; RE: Rohextrakt nach Zellaufschluss; FT: Durchflussfraktion; 

W: Waschfraktion; 6 – 37: Elutionsfraktionen (siehe Abbildung 3.3); MWMMOR = 38 kDa 

MMOR 

38 kDa 
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Im Anschluss wurden die Fraktionen 8 – 25 zu einer Präparation A mit der höchsten Reinheit 

vereinigt. Die Elutionsfraktionen 1 – 7 wurden zu einer Präparation B mit einigen Verunreini-

gungen vereinigt. Und die Elutionsfraktionen 26 - 32 wurden zu der Präparation C, ebenfalls 

mit Verunreinigungen, vereinigt. 

Der Grad der Reinheit wurde über den FAD-Gehalt bestimmt (Kapitel 2.5.2, Seite 43). Um 

die Aktivität der MMOR unabhängig von den anderen sMMO-Komponenten bestimmen zu 

können, wurde 2,6-Dichlorphenolindophenol (DCPIP) als Elektronenakzeptor verwendet. Die 

Abbildung 3.5: Chromatogramm der 2. AEC zur Reinigung der MMOR; (Methode beschrieben in 2.3.4 

Seite 33); Säule: Q-Sepharose FF, CV = 10,3 mL, Flussrate 3 mL/min; blau: Absorptionssignal bei 280 

nm; rot: Absorptionssignal bei 465 nm; orange: Leitfähigkeit [mS/cm]; grün: prozentualer Anteil an Puf-

fer B; einzelne Reinigungsschritte und Fraktionen sind mit grau markiert; FT: Durchfluss; W: Waschfrak-

tion; Nummerierung ausgewählter Elutionsfraktionen 

M   S FT2 FT3 W1W2  1    4    6    8   10  12   14  16    18    20  22  24  26   28   30  32  34  36   39   42   45  
kDa 
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B        A             C  

Abbildung 3.6: SDS-PAGE-Analyse von Reinigungsfraktionen der 2. AEC; Probenpräparation: 10 µL Probe 

mit 40 µL Probenpuffer mit 10 mM DTT versetzt, Inkubation für 5 min bei 95 °C, Auftragung von 10 µL; M: 

Unstained Protein Molecular Weight Marker; S: aufgetragene Probe, Überstand nach Dialyse und Zentrifu-

gation, FT2 – FT3: Durchflussfraktionen; W1 – W2: Waschfraktionen; 1 - 45: Elutionsfraktionen (siehe Ab-

bildung 3.5); A: vereinigte Elutionsfraktionen mit höchter Reinheit; B, C: vereinigte Elutionsfraktionen mit 

geringerer Reinheit; MWMMOR = 38 kDa. 

MMOR 

38 kDa 
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Reduktion führt zu einer Entfärbung des Moleküls, welche photometrisch bei 600 nm verfolgt 

werden kann (Kapitel 2.4.1, Seite 35). 

Nach der zweiten AEC betrug die über den FAD-Gehalt bestimmte Reinheit der Präparation 

A 89 %, der Präparation B 75 % und der Präparation C 85 %. Die spezifische Aktivität wurde 

für die Präparationen A und C bestimmt. Die Aktivität der Präparation A war mit 53 U/mg 

deutlich höher, als die der Präparation C mit 29,8 U/mg, obwohl der Unterschied in der Rein-

heit nur 4 % betrug. Für Untersuchungen zur enzymatischen in vitro-Hydroxylierung wurde 

lediglich die MMOR-Präparation A mit der höchsten Reinheit verwendet. Die Proteinkonzent-

rationen, das Volumen, sowie die finalen Proteinmengen sind in Tabelle 3.2 zusammenge-

fasst. Aus 106 g Biofeuchtmasse wurden in der verwendeten Präparation A 349 mg MMOR 

gereinigt. Bezogen auf das Kulturvolumen entsprach dies einer Ausbeute von 36 mg/L. Für 

nachfolgende Untersuchungen zur in vitro Hydroxylierung mit der sMMO-Komponenten 

stand zunächst genügend aktive MMOR zur Verfügung. 

Tabelle 3.2: Ausbeute und Aktivität der gereinigten MMOR aus rekombinanter Produktion; Fraktionen A, 

B, C: siehe Abbildung 3.6. 
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mg/mL mL mg U/mg % % 

RE 21,5 300 6450 n. b. 100 n. b. 

1. AEC 8,56 118 1010,1 n. b. 15,7 n. b. 

2. AEC 

A 9,3 37,5 348,8 53 5,4 89 

B 2,8 14 39,2 n. b. 0,6 75 

C 2,6 14,5 37,2 29,8 0,6 85 

 

Um den Verlust an MMOR zu minimieren, wurden Reinigungsfraktionen mit geringerem 

FAD-Gehalt und geringerer spezifischen Aktivität (z. B. Präparation B und C) aus verschie-

denen Reinigungsexperimenten weiter aufgearbeitet. Diese wurden vereint und mittels Grö-

ßenausschlusschromatographie (SEC) gereinigt. Der Ablauf ist in Kapitel 2.3.4 (Seite 33) 

beschrieben. Das Säulenvolumen betrug 320 mL. Beispielhaft ist im Folgenden das Ergebnis 

eines SEC-Durchlaufs beschrieben.  

Vereinigte Fraktionen mit einem Gesamtvolumen von 38 mL wurden mittels Ultrafiltration auf 

ein Volumen von 3,1 mL eingeengt, anschließend filtriert und als Probe für den SEC-Lauf 

eingesetzt. Die Proteinkonzentration der Probe betrug 21 mg/mL. In Abbildung 3.7 ist das 

Chromatogramm eines Laufs dargestellt. In dem Retentionsvolumen zwischen 150 und 

300 mL sind mehrere Elutionspeaks zu erkennen. Ein dominanter Peak befindet sich zwi-

schen 200 und 230 mL. Die Elutionsfraktionen wurden mittels SDS-PAGE analysiert. Das 

Ergebnis ist in Abbildung 3.8 dargestellt. Auf Spur 2 wurde die konzentrierte Probe vor der 

SEC aufgetragen. Die dominante Bande bei 38 kDa ist dem Zielprotein MMOR zuzuordnen. 

Ober- und unterhalb der Bande sind verunreinigende Proteine zu erkennen. In den Elutions-

fraktionen 14 bis 24 (Spur 3 bis Spur 6) sind Banden mit höherem Molekulargewicht und 

geringe Mengen MMOR zu erkennen. In den Elutionsfraktionen 28 – 36 (Spur 7 bis Spur 12) 

ist die Bande der MMOR die intensivste. In den Spuren 7 bis 9 ist auf einer Höhe von 45 kDa  
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noch eine andere Bande zu erkennen. Als reinste MMOR-Probe wurden die Elutionsfraktio-

nen der Spuren 10 bis 12 vereinigt.  

Die vereinten Fraktionen wurden erneut mittels Ultrafiltration eingeengt. Das finale Volumen 

der MMOR-Präparation nach einem SEC-Durchlauf betrug 7,3 mL mit einer Proteinkonzent-

ration von 4,5 mg/mL. Damit wurden 50 % der eingesetzten Proteinmenge erhalten. Durch 

die SEC konnte die Reinheit basierend auf dem FAD-Gehalt auf 98 % erhöht werden. Da 

Fraktionen aus verschiedenen Präparationen für diesen zusätzlichen Reinigungsschritt ver-

einigt wurden, ist eine Bilanzierung mit dem bisher beschriebenen Reinigungsablauf nicht 

möglich. 

 

Abbildung 3.7: Chromatogramm der SEC als finaler Schritt zur Reinigung von MMOR; Säule: Superdex G-

200 pg 26/600 mm, CV = 320 mL, Flussrate 1 mL/min; blau: Absorptionssignal bei 280 nm; Nummerierung 

ausgewählter Elutionsfraktionen in grau; Methode beschrieben in Kapitel 2.3.4, Seite 33 

Abbildung 3.8: SDS-PAGE-Analyse von Elutionsfraktionen der SEC zur Reinigung von MMOR; Proben-

präparation: 10 µL Probe mit 10 µL Probenpuffer mit 10 mM DTT versetzt, Inkubation für 5 min bei 95 °C, 

Auftragung von 10 µL; M: Unstained Protein Molecular Weight Marker; S: aufgetragene Probe nach 

Ultrafiltration; 14 - 46: Elutionsfraktionen (siehe Abbildung 3.7); MWMMOR = 38 kDa 
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3.1.6 Rekombinante Produktion von MMOB 

Das regulatorische Protein B (MMOB) wurde rekombinant in E. coli BL21 (DE3) Gold produ-

ziert. Im Verlauf der vorliegenden Arbeit wurden verschiedene Varianten von MMOB produ-

ziert und gereinigt. Für alle Varianten wurde dieselbe Produktions- und Reinigungsstrategie 

verfolgt. In diesem Kapitel sind beispielhaft die Ergebnisse zur Produktion und Reinigung von 

Wildtyp MMOB vorgestellt.  

Eine Vektorkarte und die entsprechenden Sequenzen sind im Anhang 8.2 (Seite 148) aufge-

führt. Das Protein wurde als Fusionskonstrukt mit einem N-terminalen His6-SUMO-tag pro-

duziert. Der experimentelle Ablauf der Kultivierung ist in Kapitel 2.3.5 (Seite 34) beschrieben. 

Die Expression erfolgte in LB-Medium im Schüttelkolben-Maßstab (V = 12 * 0,5 L) über einen 

Zeitraum von fünf Stunden nach Induktion mit IPTG. Die Induktion der Genexpression sollte 

in früherer Wachstumsphase bei einer OD600 von 0,8 erfolgen. Während der Kultivierung 

wurden Proben genommen und mittels SDS-PAGE analysiert. Der Verlauf der optischen 

Dichte (OD600) ist in Abbildung 3.9A dargestellt, das Ergebnis der SDS-PAGE-Analyse in 

Abbildung 3.9B. Nach der Induktion stieg die OD600 der nicht induzierten Kontrolle innerhalb 

von fünf Stunden auf 3,6. Die induzierte Kultur zeigte aufgrund der metabolischen Last durch 

die Expression und Translation des rekombinanten Proteins ein geringeres Wachstum. Am 

Ende der Kultivierung betrug die OD600 = 2,8. Zum Zeitpunkt der Induktion (Spuren 2 und 3) 

sind nur schwache Banden auf der für das Zielprotein SUMO-MMOB erwarteten Höhe (28,3 

kDa) zu erkennen (Abbildung 3.9B). Mit zunehmender Expressionsdauer (Spuren 4 bis 9) 

nimmt die Intensität der SUMO-MMOB-Banden sowohl in der induzierten Kultur als auch in 

der nicht induzierten Kontrolle zu. In der induzierten Kultur ist deutlich mehr SUMO-MMOB 

zu erkennen. Die Zunahme der Bandenintensität in der nicht induzierten Kontrolle ist auf die 

Basalexpression zurückzuführen, welche bereits für das T7-Expressionssystem beschrieben 

ist [Mertens et al., 1995]. Aus einem Kulturvolumen von 6 L wurden 34,4 g Biofeuchtmasse 

geerntet. 

Zeit nach Ind.      0 h           2 h           4 h            5 h    
M     +      -       +      -     +        -      +       - kDa 
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Abbildung 3.9: Kultivierung von E. coli BL21 (DE3) Gold pETSUMOadapt_mmob zur rekombinanten Produk-

tion von SUMO-MMOB im Schüttelkolben-Maßstab; V = 12 * 0,5 L; Methode beschrieben in Kapitel 2.3.5, Seite 

34; A: Verlauf der optischen Dichte der Hauptkultur; rot: induzierte Kultur (n = 3); schwarz: nicht induzierte 

Kontrolle (n = 2); Gesamtvolumen 6 L LB-Medium mit 25 µg/mL Kanamycin, T = 37 °C, 130 rpm; Induktion bei 

t = 0 h durch Zugabe von final 0,1 mM IPTG; B: SDS-PAGE-Analyse von 1/OD600-Proben (Kapitel 2.5.3.1, Seite 

44) von induzierter (+) und nicht induzierter Kultur (-); Probenahme zu verschiedenen Zeitpunkten nach In-

duktion; M: Unstained Protein Molecular Weight Marker; MWSUMO-MMOB = 28 kDa. 

SUMO-MMOB 

28 kDa 
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3.1.7 Reinigung von MMOB 

Zur Reinigung von Wildtyp MMOB und verschiedenen Varianten wurde eine Strategie aus 

zwei Metallionen-Affinitätschromatographie-Schritten (IMAC) verfolgt. Das SUMO-MMOB-

Fusionsprotein sollte zunächst mittels IMAC aus dem Rohextrakt der aufgeschlossenen 

E. coli-Zellen gereinigt werden. Anschließend sollte der His-SUMO-tag proteolytisch abge-

spalten werden. Die dafür verwendete His-getaggte SUMO-Protease wurde ebenfalls re-

kombinante in E. coli produziert und mittels IMAC gereinigt (siehe Anhang 8.5, Seite 153). Im 

dritten Schritt sollte eine zweite IMAC durchgeführt werden, wobei MMOB nach der Proteoly-

se keinen N-terminalen His-tag mehr besitzt und demnach nicht an die Säule bindet. Im auf-

gefangenen Durchfluss des zweiten IMAC-Schrittes sollte sich gereinigtes MMOB befinden. 

Der detaillierte Ablauf der Reinigung ist in Kapitel 2.3.6 (Seite 34) beschrieben. Im Verlauf 

der vorliegenden Arbeit wurden verschiedene Varianten von MMOB in unterschiedlichem 

Maßstab gereinigt. Im Folgenden sind beispielhaft die Ergebnisse der Reinigung von wt 

MMOB zusammengefasst. 

Für die Reinigung wurden die in Kapitel 3.1.6 produzierten 34,4 g Biofeuchtmasse aufge-

schlossen. Das Volumen des Rohextrakts betrug 168 mL mit einer Proteinkonzentration von 

14 mg/mL. Nach der ersten IMAC wurden SUMO-MMOB-haltige Elutionsfraktionen ausge-

wählt und vereint. Das Volumen nach der ersten IMAC betrug 98 mL mit einer Proteinkon-

zentration von 7,5 mL. Nach Dialyse und proteolytischem Verdau mittels SUMO-Protease 

folgte die zweite IMAC. Das Ergebnis der SDS-PAGE-Analyse nach dem proteolytischen 

Verdau und der zweiten IMAC ist in Abbildung 3.10 gezeigt. Weitere Ergebnisse zur Reini-

gung von MMOB-Varianten sind im Anhang 8.4 (Seite 152) dargestellt. 

In Spur 2 ist die Probe nach dem proteolytischen Verdau aufgetragen. Die Bande bei 14 kDa 

ist MMOB zuzuordnen. Oberhalb dieser ist eine Bande bei 18 kDa zu erkennen. Diese ist die 

abgespaltene His6-SUMO-Domäne. Trotz ihres Molekulargewichts von 13,4 kDa zeigt die 

His6-SUMO-Domäne ein anderes Laufverhalten und migriert, wie in der Literatur beschrie-

ben, bei höherem Molekulargewicht [Marblestone et al., 2006]. Unverdautes SUMO-MMOB 

ist auf einer Höhe von 28 kDa zu erkennen. Nur geringe Mengen SUMO-MMOB wurden 

nicht gespalten. Sowohl die SUMO-Domäne, als auch ungespaltenes SUMO-MMOB und die 

SUMO-Protease tragen einen His-tag. In der Durchflussfraktion (Spur 3) ist demnach nur 

gereinigtes MMOB vorhanden. In der Waschfraktion (Spur 4) ist ebenfalls nur eine Bande 

des MMOB zu erkennen. Die SUMO-Domäne und ungespaltenes SUMO-MMOB konnten in 

M    D     FT      W    E          MMOB kDa 

116 – 

 66 – 

 45 – 
 

 35 – 

 

 25 –  

 

 18 – 
 

 14 – 

  

 
1     2       3       4       5      6      7      

MMOB 14,8 kDa 

His6-SUMO 13,4 kDa 

SUMO-MMOB 28,1 kDa 

Abgetrennte Verunreinigung 

Abbildung 3.10: SDS-PAGE-Analyse von Fraktionen der MMOB-Reinigung; Probenpräparation: 10 µL 

Probe mit 10 µL Probenpuffer, Inkubation für 5 min bei 95 °C, Auftragung von 10 µL; M: Unstained Pro-

tein Molecular Weight Marker; D: Probe nach Verdau mit SUMO-Protease; FT: Durchlauffraktionen, finale 

MMOB-Präparation; W: Waschfraktion; E1: Elutionsfraktion; MMOB: MMOB-Referenz aus vorheriger 

Präparation; MWSUMO-MMOB = 28 kDa; MWMMOB = 14,8 kDa 
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der Elutionsfraktion (Spur 5) nachgewiesen werden. Das Volumen der Durchflussfraktionen 

(Spur 3) betrug 195 mL und die Proteinkonzentration 1,12 mg/mL. Im Anschluss wurde die 

MMOB-Lösung mittels Ultrafiltration auf ein Volumen von 70,3 mL mit einer finalen Konzent-

ration von 2,95 mg/mL eingeengt. Aus 34,4 g Biofeuchtmasse wurden 207 mg MMOB gerei-

nigt. Die Identität des MMOB wurde durch einen Aktivitätstest der sMMO (Kapitel 2.4.2, Seite 

36) mit Zugabe der Komponenten MMOH und MMOR bestätigt (Daten nicht gezeigt). Es 

konnte genügend wt MMOB für die nachfolgenden Untersuchungen bereitgestellt werden. 

Tabelle 3.3: Reinigung von MMOB aus rekombinanter Produktion 
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 mg/mL mL mg %  

Rohextrakt 14 168 2352 100  

1. IMAC 7,5 98 735 31 SUMO-MMOB 

Dialyse 3,15 200 630 27 SUMO-MMOB 

SUMO-Verdau  SUMO + MMOB 

2. IMAC 1,12 195 218 9,3 MMOB 

3.2 Identifizierung umsatzlimitierender Faktoren und 

Optimierung der Reaktionsbedingungen der sMMO 

Ziel der vorliegenden Arbeit war die selektive, enzymatische Oxidation von Ethylen, Benzol 

und Naphthalin. Der Fokus sollte dabei zunächst auf eine Optimierung der maximalen Zyk-

luszahl (total turnover number, TTN) des Enzyms gelegt werden. Aufgrund der Fähigkeit, 

viele verschiedene Substrate, unter anderem Ethylen, Benzol und Naphthalin, zu hydroxylie-

ren, sollte die sMMO für diese Biotransformationsprozesse eingesetzt werden. In bisherigen 

Untersuchungen zeigte die sMMO meist nur geringe Umsatzraten und Produktausbeuten 

(Kapitel 1.1.6.49). Im nachfolgenden Kapitel werden die Experimente und deren Ergebnisse 

zur Identifizierung von Faktoren beschrieben, die die Enzymreaktion limitieren. Darauf basie-

rend wurden Strategien zur Optimierung der TTN und der Ausbeute entwickelt und ange-

wendet (Kapiteln 3.3.1 - 3.2.4). Zur Untersuchung der sMMO wurde das Modellsubstrat Nit-

robenzol verwendet. Das primäre Hydroxylierungsprodukt p-Nitrophenol lässt sich durch 

Messung der Absorption quantifizieren. Unter anderem benutzte A. Griethe das Modellsub-

strat Nitrobenzol zur biochemischen Charakterisierung der sMMO. Seine Ergebnisse liefer-

ten die Grundlage für die folgenden Untersuchungen [Griethe, 2018]. Die von A. Griethe ge-

nutzte Methode zur Regenerierung des Cofaktors NADH mit Hilfe der Glucosedehydrogena-

se (Abbildung 1.6, Seite 13) wurde ebenfalls in den folgenden Experimenten eingesetzt. Eine 

Übersicht der untersuchten Reaktionsbedingungen und der resultierenden Aktivitätswerte, 

der jeweiligen TTN und der Ausbeuten ist in Tabelle 3.4 (Seite 67) aufgelistet. Die TTN und 

die Ausbeute beziehen sich dabei auf die zum Ende der Reaktion erhaltenen Produktmen-

gen. In den folgenden Kapiteln werden die einzelnen Parameter detailliert betrachtet. 
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3.2.1 Einsatz von Katalase zur Disproportionierung von Wasserstoffperoxid 

Die sMMO bildet wie viele Oxygenasen das Nebenprodukt Wasserstoffperoxid. Gleichzeitig 

besitzt das Enzym eine Peroxidase-Aktivität und kann H2O2 zur Hydroxylierung von Substra-

ten nutzen und auch direkt zu O2 und H2O umsetzen [Gassner und Lippard, 1999; Zhang 

und Lipscomb, 2006]. Diese Nebenreaktionen verringern die Zielproduktbildung. A. Griethe 

untersuchte den inhibitorischen Effekt von H2O2 auf die sMMO und bestimmte IC50-Werte 

von 107 – 145 µM H2O2 [Griethe, 2018]. Der Inhibierungsmechanismus ist noch nicht ab-

schließend geklärt. Um eine Akkumulation von H2O2 zu verhindern, sollte Katalase als weite-

res Kaskadenenzym zugesetzt werden. Katalase disproportioniert H2O2 zu H2O und O2 

(Abbildung 1.5, Seite 12). Erste Untersuchungen zum Einsatz von Katalase in einer sMMO-

Enzymkaskade wurden bereits von A. Griethe durchgeführt. Vergleichbare Experimente 

wurden von Dubbels et al. mit der Butanmonooxygenase beschrieben [Dubbels et al., 2007]. 

Sowohl Griethe als auch Dubbels waren in der Lage, durch den Einsatz von Katalase die 

Produktausbeute der in vitro eingesetzten Enzyme zu erhöhen (siehe Kapitel 1.1.7, Seite 

11). Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollte diese Strategie optimiert werden, indem die 

Aktivität der Katalase in der Enzymkaskade angepasst wird. In dem Experiment wurden ver-

schiedene Katalasekonzentrationen eingesetzt und der Umsatz von Nitrobenzol mit der 

sMMO untersucht. Die Reaktionen wurden in einem Volumen von 1,2 mL im OxyTherm 

durchgeführt. Dies ermöglichte die kontinuierliche Messung der Sauerstoffkonzentration in 

der Reaktionslösung bei konstanter Temperatur und Rührgeschwindigkeit. Parallel dazu 

wurde diskontinuierlich durch Absorptionsmessung die Produktkonzentration von p-

Nitrophenol verfolgt. Der detaillierte Ablauf des Versuchs ist in Kapitel 2.4.3 (Seite 36) be-

schrieben. In Abbildung 3.11 ist der Verlauf der Produktkonzentration der jeweiligen Reaktion 

dargestellt. 

Ohne Zusatz von Katalase (Reaktion A) nahm die Geschwindigkeit der Produktbildung be-

reits nach einer Minute ab. Die Produktkonzentration stagnierte bei 30,5 µM, was einer Aus-

Abbildung 3.11: Umsatz von Nitrobenzol durch die sMMO mit verschiedenen Katalase-Konzentrationen; 

Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.3 (Seite 36); p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; die Er-

stellung der gemittelten Progresskurven ist in Kapitel 2.4.3 beschrieben; n = 3; Standardabweichung 

≤ 10 %; Reaktionsparameter: V = 1,2 mL TMA-Puffer pH 7,5 in OxyTherm; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; 

c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; Rührgeschwindigkeit 1 %; A: 

c(Cat) = 0 µg/mL; B: c(Cat) = 10 µg/mL; C: c(Cat) = 50 µg/mL; D: c(Cat) = 100 µg/mL; E: c(Cat) = 200 µg/mL; 

spez. Aktivität der Katalase 13500 U/mg. 

c(Katalase) 

0 µg/mL  

10 µg/mL 

50 µg/mL 

100 µg/mL 

200 µg/mL 
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beute von 3 % entspricht. Mit dem Zusatz von Katalase in der sMMO Reaktion nahm die 

Produktausbeute deutlich zu und der Zeitraum der Produktbildung verlängerte sich. Durch 

Zugabe von 10 µg/mL Katalase (Reaktion B) konnte über einen Zeitraum von 20 Minuten 

Produktbildung beobachtet werden. Es wurde eine Ausbeute von 12,5 % erreicht. Mit 

100 µg/mL Katalase (Reaktion D) konnte zum Ende der Messung nach 50 Minuten immer 

noch eine Zunahme der Produktkonzentration beobachtet werden. Mit einer Produktkonzent-

ration von 200 µM nach 50 Minuten konnte die Ausbeute auf 20 % der eingesetzten Sub-

stratkonzentration erhöht werden. Eine weitere Verdopplung der Katalasemenge auf 

200 µg/mL (Reaktion E) hatte keinen weiteren positiven Effekt. 

Durch die Anpassung der Katalase-Aktivität in der Enzymkaskade konnte der Zeitraum, in 

dem sMMO-Aktivität nachgewiesen werden konnte um den Faktor 10 verlängert werden. Da 

die sMMO länger aktiv war, konnte auch die finale Produktausbeute und die TTN um den 

Faktor von 6,4 erhöht werden (Tabelle 3.4, Seite 67). Aus dem initialen Anstieg der Produkt-

konzentration wurde die spezifische Aktivität der sMMO berechnet. Diese variierte zwischen 

89 und 140 mU/mg. Ein eindeutiger Trend war nicht zu beobachten. Die Daten zeigen deut-

lich, dass der Einfluss von H2O2 als umsatzlimitierender Faktor durch die Anpassung der 

Katalaseaktivität in der Enzymkaskade verringert werden konnte. In den folgenden Untersu-

chungen wurde die Enzymkaskade mit Katalase in einem Verhältnis von 100 µg/mL Katalase 

zu 1 µM sMMO eingesetzt. 

3.2.2 Einfluss der sMMO-Konzentration 

Die Erhöhung der Katalysatormenge kann zur Steigerung der Produktmenge im gleichen 

Reaktionszeitraum führen, sofern die Reaktionsgeschwindigkeit der geschwindigkeitsbe-

stimmende Schritt des gesamten Prozesses ist. Für Enzyme ist dieser Zusammenhang auf-

grund des Mechanismus und kinetischer Aspekte nur in einem bestimmten Bereich linear 

bzw. zutreffend. Dies gilt für die sMMO insbesondere aufgrund des gasförmigen Substrates 

O2. Aus diesem Grund sollte in den folgenden Experimenten die Enzymkonzentration für die 

sMMO-Katalyse variiert und optimiert werden.  

Der Umsatz von Nitrobenzol wurde bei verschiedenen sMMO-Konzentrationen verfolgt. Da-

bei wurde das in Kapitel 3.2.1 bestimmte optimale Konzentrationsverhältnis von 1 µM sMMO 

zu 100 µg/mL (1350 U/mL) Katalase beibehalten. In Abbildung 3.12 ist der Verlauf der Pro-

duktkonzentration mit 1, 2, und 5 µM sMMO dargestellt. Die Ausbeuten, die Reaktionsge-

schwindigkeiten und die daraus berechneten Werte für die spezifische Aktivität der sMMO 

sind in Tabelle 3.4 (Seite 67) aufgelistet. 

Mit zunehmender sMMO-Konzentration nahm, wie erwartet, auch die initiale Reaktionsge-

schwindigkeit zu. Die spezifische Aktivität der sMMO blieb im Bereich zwischen 140 und 

118 mU/min relativ konstant. Mit einer Verdopplung der sMMO-Konzentration von 1 µM (Re-

aktion D) auf 2 µM (Reaktion F) erhöhte sich die Produktausbeute um den Faktor 1,8 auf 

36 %. Eine weitere Erhöhung der Enzymkonzentration auf 5 µM sMMO (Reaktion G) führte 

lediglich zu einer Steigerung der Ausbeute um den Faktor 1,26 im Vergleich zur Reaktion mit 

2 µM sMMO auf 45 %. Die TTN sank mit einer Erhöhung der Enzymkonzentration von 199 

mit 1 µM sMMO auf 179 mit 2 µM sMMO und weiter auf 90 mit 5 µM sMMO. Die Reaktion 

mit 5 µM sMMO zeigte einen unerwarteten Kurvenverlauf (Abbildung 3.12). Nach dem steilen 

Anstieg der Produktkonzentration zu Reaktionsbeginn nahm die Geschwindigkeit der Pro-

duktbildung nach 2,5 Minuten ab. Die Produktkonzentration stieg nicht mehr, wie in den vo-

rangegangenen Versuchen zu beobachten war, hyperbol, sondern linear bis zum Zeitpunkt 

40 Minuten. Diese Limitierung der Reaktionsgeschwindigkeit ist vermutlich auf den Mangel 
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an verfügbarem Sauerstoff zurückzuführen. Weitere Untersuchungen dazu werden im fol-

genden Abschnitt beschrieben. 

3.2.3 Einfluss der Sauerstofflimitierung 

Die sMMO nutzt molekularen Sauerstoff, um Nitrobenzol und andere Substrate zu hydroxy-

lieren (Gleichung 1.1, Seite 6). Um die Enzymreaktion zu optimieren, muss die Verfügbarkeit 

von Sauerstoff in der Lösung sichergestellt werden. Die Löslichkeit von Sauerstoff in Wasser 

ist unter anderem von der Temperatur und vom Sauerstoff-Partialdruck in der Gasphase 

über der Lösung abhängig. Bei 30 °C und 101,3 kPa Luft mit 21 % (v/v) Sauerstoff beträgt 

die maximale Sauerstoffkonzentration in Wasser 235 µM [Xing et al., 2014]. Das verwendete 

Reaktionssystem ist offen, der Gasraum wird als unendlich groß betrachtet. Wird Sauerstoff 

in der Lösung verbraucht, diffundiert Luftsauerstoff von der Gas- in die Flüssigphase nach. 

Wenn mehr Sauerstoff verbraucht wird, als über die Oberfläche nachdiffundiert, dann sinkt 

die verfügbare Sauerstoffkonzentration in der Lösung. Davon ausgehend, dass die Kinetik 

der sMMO bezogen auf das Substrat Sauerstoff einem klassischen Verlauf nach Michaelis-

Menten folgt, nimmt auch die Reaktionsgeschwindigkeit mit einer sinkenden Sauerstoffkon-

zentration ab. Für die sMMO aus Methylococcus capsulatus Bath wurde ein KM-Wert für 

Sauerstoff von 16,8 µM bestimmt [Pilkington und Dalton, 1990]. Um eine hohe Reaktionsge-

schwindigkeit zu erreichen, sollte die Sauerstoffkonzentration deutlich über dem KM-Wert 

liegen. 

Alle in diesem Kapitel 3.2 beschriebenen Reaktionen wurden im OxyTherm durchgeführt und 

die Sauerstoffkonzentrationen in der Lösung wurden kontinuierlich gemessen. In Abbildung 

3.13 ist neben der Nitrobenzolkonzentration auch die Sauerstoffkonzentration im Zeitverlauf 

der Reaktion G dargestellt. Die O2-Konzentration zu Beginn entsprach mit 235 µM der Sätti-

gungskonzentration. Innerhalb der ersten 2,5 Minuten der Reaktion, in denen die Produkt-

konzentration stark anstieg, sank die Sauerstoffkonzentration rapide auf etwa 20 µM. In Fol-

ge dessen sank auch die Reaktionsgeschwindigkeit. Im Verlauf der Produktkonzentration 

Abbildung 3.12: Umsatz von Nitrobenzol mit verschiedenen sMMO-Konzentrationen; Versuchsaufbau 

beschrieben in Kapitel 2.4.3 (Seite 36); p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; die Erstellung der gemit-

telten Progresskurven ist in Kapitel 2.4.3 beschrieben; n = 3; Standardabweichung ≤ 10 %; Reaktionspa-

rameter: V = 1,2 mL TMA-Puffer pH 7,5 in OxyTherm; T = 30 °C; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; 

c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; Rührgeschwindigkeit 1 %; D: c(sMMO) = 1 µM, 

c(Cat) = 100 µg/mL; F: c(sMMO) = 2 µM*, c(Cat) = 200 µg/mL; G: c(sMMO) = 5 µM*, c(Cat) = 500 µg/mL. 
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war ein Abknicken des Anstieges zu erkennen. In dem Zeitraum, in dem die Produktkonzent-

ration linear stieg, blieb die Sauerstoffkonzentration auf niedrigem Niveau unter 20 µM. Erst 

nach 50 Minuten, als die Produktkonzentration stagnierte, stieg die Sauerstoffkonzentration 

in Lösung wieder.  

In dem verwendeten Reaktionssystem fand die Versorgung mit Sauerstoff nur durch Diffusi-

on an der Grenzfläche zwischen Reaktionslösung und der Luft statt. Mit der Erhöhung der 

sMMO-Konzentration auf 5 µM überstieg die Geschwindigkeit des enzymatischen Sauer-

stoffverbrauchs die Diffusionsrate, sodass die Sauerstoffkonzentration auf unter 20 µM sank. 

Anhand dieses Kurvenverlaufs lässt sich vermuten, dass zwischen 2,5 und 50 Minuten Re-

aktionszeit die Diffusionsrate von Sauerstoff der geschwindigkeitsbestimmende Schritt im 

Reaktionssystem war. Als nach 50 Minuten die Enzymaktivität abnahm und die Rate des 

Sauerstoffverbrauchs sank, war die Diffusionsrate höher und die Sauerstoffkonzentration in 

Lösung stieg wieder.  

Auffällig bei diesem Versuch ist, dass in den ersten zwei Minuten ca. 200 µM Sauerstoff ver-

braucht und nur 130 µM Nitrophenol gebildet wurden. Grund dafür ist die zuvor beschriebene 

Entkopplung des Elektronentransfers und der Zielproduktbildung (Kapitel 1.1.6.4, Seite 9). 

Ohne Substrat im aktiven Zentrum kommt es zur Übertragung des aktivierten Sauerstoffs auf 

H2O und damit zur Bildung von H2O2. In diesem Versuch lag die aus dem O2-Verbrauch und 

der Produktbildung berechnete Kopplungseffizienz für die Anfangsphase der Reaktion bei 

65 %.  

In dem Zeitraum zwischen 2,5 und 50 Minuten bleibt die Sauerstoffkonzentration nahezu 

konstant. Der Sauerstoffverbrauch und die Diffusionsrate sind in diesem Zeitraum gleich 

groß. Unter der Annahme, dass die Kopplungseffizienz im Reaktionsverlauf gleich bleibt, 

müsste das Verhältnis zwischen Sauerstoffverbrauch und Produktbildung im Zeitraum zwi-

schen 2,5 und 50 Minuten ebenfalls der Kopplungseffizienz entsprechen. Mit diesem Zu-

sammenhang ließe sich bestätigen, dass die Sauerstoffdiffusion in diesem Zeitraum limitie-

Abbildung 3.13: Umsatz von Nitrobenzol durch die sMMO; Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.3 

(Seite 36); p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm, Sauerstoff gemessen mit OxyTherm (Hansatech); die 

Erstellung der gemittelten Progresskurven ist in Kapitel 2.4.3 beschrieben; n = 3; Standardabweichung 

≤ 10 %; Reaktionsparameter: V = 1,2 mL TMA-Puffer pH 7,5 in OxyTherm; T = 30 °C; c(GDH) = 5 µg/mL; 

c(Glc) = 50 mM; c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; Rührgeschwindigkeit 1 %; c(sMMO) = 5 µM, 

c(Cat) = 500 µg/mL. 
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rend ist. Zur Bestätigung dieser Hypothese wurde in weiteren Untersuchungen für das ver-

wendete Reaktionssystem die Rate der Sauerstoffdiffusion 
𝑑co2

𝑑t
 in Abhängigkeit von der ap-

parenten Sauerstoffkonzentration cO2 bestimmt. Dabei gilt folgender Zusammenhang: 

 
dcO2

dt
= kLa ∗ (cO2

0 − cO2)  

 
𝑑co2

𝑑t
: Sauerstoffdiffusionsrate 

kLa: volumenbezogener Stoffübergangskoeffizient 

cO2
0 : Gleichgewichtskonzentration 

cO2: apparente Sauerstoffkonzentration an der Phasengrenze 

 

Zunächst wurde Reaktionspuffer mit Stickstoff begast, um den gelösten Sauerstoff auszu-

treiben und die Sauerstoffkonzentration zu minimieren. Anschließend wurde Reaktionspuffer 

mit verringerter Sauerstoffkonzentration in den Reaktionsraum des OxyTherm gegeben. Der 

Anstieg der Sauerstoffkonzentration 
𝑑co2

𝑑t
 in Lösung wurde gegen die Differenz der Sauer-

stoffkonzentration zur Sättigungskonzentration aufgetragen (Abbildung 3.14A). Der daraus 

ermittelte volumenbezogene Stoffübergangskoeffizient kLa beträgt 6,2*10-4 s-1. Der kLa-Wert 

ermöglicht es, die Rate der Sauerstoffdiffusion zu jedem Zeitpunkt der Reaktion G in Abbil-

dung 3.13 (Seite 62) zu berechnen. Im Zeitraum zwischen 2,5 und 50 Minuten, in der die 

Produktkonzentration linear steigt, wurde eine mittlere Diffusionsrate von 8,6 µM/min be-

stimmt. Der Anstieg der Produktkonzentration wurde in diesem Zeitraum gemittelt und be-

trägt 5,7 µM/min. Basierend auf dem Quotient aus Sauerstoffverbrauch und Produktbildung 

wurde eine Kopplungseffizienz von 66 % ermittelt. Dieser Wert stimmt mit der zuvor aus der  

Abnahme der Sauerstoffkonzentration und der Zunahme der Produktkonzentration in den 

ersten 2,5 Minuten der Reaktion ermittelten Kopplungseffizient nahezu überein. Damit wurde 

bestätigt, dass bei gleichbleibender Kopplungseffizienz die Rate der Produktbildung durch 

die Diffusionsrate von Sauerstoff aus der Luft in die Flüssigphase limitiert ist. Eine Erhöhung 

der Diffusionsrate würde demnach die Limitierung verringern und die Reaktionsgeschwindig-

Abbildung 3.14: A: Bestimmung des Stoffübergangskoeffizienten kLa im OxyTherm; Sauerstofftransport-

rate in Abhängigkeit von der Differenz der apparenten zur Gleichgewichts-Sauerstoffkonzentration in 

Lösung; kLa = 6,2*10
-4

 s
-1

 ermittelt aus der Steigung der linearen Regression; B: ermittelte kLa-Werte bei 

verschiedenen Rührgeschwindigkeiten im OxyTherm (Hansatech), TMA-Puffer, V = 1,2 mL, T = 30 °C. 

A B 

Gleichung 3.1 
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keit erhöhen. 

Die Diffusionsrate ist unter anderem von der Fläche, über die der Stofftransfer stattfindet, 

und von der Differenz der apparenten Sauerstoffkonzentration zur Sättigungskonzentration 

abhängig. Eine Auswahl möglicher Strategien, um die Diffusionsrate von Sauerstoff zu erhö-

hen, ist in der Einleitung (Kapitel 1.1.8.2, Seite 16) aufgeführt. Da die Reaktionen zur Mes-

sung der Sauerstoffkonzentration im OxyTherm durchgeführt werden, ließ sich der Reakti-

onsraum und damit die Oberfläche in diesem Versuch nicht ändern. Eine aktive Begasung 

zur Vergrößerung der Oberfläche ist aufgrund der Sensitivität der Enzyme gegenüber 

Schaumbildung ungeeignet.  

Im folgenden Versuch sollte die Rührgeschwindigkeit angepasst werden, um die Diffusions-

rate zu erhöhen. Das 2-layer-Modell von Whitman beschreibt die Bildung von zwei stationä-

ren Schichten auf jeder Seite der Grenzfläche zwischen Gas- und Flüssigphase. Innerhalb 

der Lösung entsteht ein Konzentrationsgradient abhängig von der Entfernung zur Oberflä-

che. An der Grenzfläche ist die Sauerstoffkonzentration am höchsten [Whitman, 1962]. Die 

Differenz zur Sättigungskonzentration ist demnach dort am geringsten, sodass die Diffusi-

onsgeschwindigkeit verringert wird. Durch eine Umwälzung der Lösung wird der Konzentrati-

onsgradient verändert. Dadurch kann die Differenz der Sauerstoffkonzentration an der 

Grenzfläche zur Sättigungskonzentration erhöht und die Diffusionsgeschwindigkeit gesteigert 

werden. Für das verwendete Reaktionssystem im OxyTherm wurde der Stoffübergangskoef-

fizient kLa bei verschiedenen Rührgeschwindigkeiten experimentell ermittelt (Abbildung 

3.14B, Seite 63). Mit Erhöhung der Rührgeschwindigkeit steigt der kLa-Wert. Eine schnellere 

Umwälzung des Reaktionspuffers erhöht die Diffusionsrate und könnte die Sauerstofflimitie-

rung in Reaktion G (Abbildung 3.13, Seite 62) verringern. Deswegen wurde als nächstes der 

enzymatische Umsatz von Nitrobenzol mit 5 µM sMMO bei verschiedenen Rührgeschwindig-

keiten durchgeführt. 

In Abbildung 3.15 wurden die gleichen Reaktionsbedingungen wie in den vorangegangenen 

Versuchen eingesetzt. Die Rührgeschwindigkeit wurde wie folgt verändert: In Reaktion G 

wurde die in dem Aufbau minimale Rührgeschwindigkeit (1 %) eingesetzt. In Reaktion H be-

trug die Rührgeschwindigkeit im OxyTherm 30 % und in Reaktion J wurde die maximale 

Rührgeschwindigkeit 100 % eingesetzt. In allen drei Reaktionen stieg die Produktkonzentra-

tion innerhalb der ersten 2,5 Minuten auf etwa 130 µM p-Nitrophenol. Danach stieg die Pro-

duktkonzentration in Reaktion G mit einer Geschwindigkeit von 5,7 µM/min, in Reaktion H mit 

25,9 µM/min und in Reaktion J mit 52,4 µM/min. In der Reaktion J mit einer Rührgeschwin-

digkeit von 100 % ist kein Abknicken der Progresskurve erkennbar. Die Sauerstoffdiffusion 

scheint nicht mehr limitierend zu sein. Die Ausbeute konnte dadurch von 45 % auf 57 % ge-

steigert werden. Die Zeit, in der diese Ausbeute erreicht wurde, konnte von 67 Minuten auf 

23 Minuten verkürzt werden. Auch die TTN ist durch die Verringerung der Sauerstofflimitie-

rung leicht gestiegen. In Reaktion J konnte mit maximaler Rührgeschwindigkeit eine TTN von 

114 erreicht werden. Die höchste TTN (199) wurde jedoch mit geringerer sMMO-

Konzentration in Reaktion D erreicht (Tabelle 3.4, Seite 67). Weitere Reaktionsparameter 

sind zu optimieren, um möglicherweise auch mit 5 µM sMMO eine hohe TTN zu gewährleis-

ten. 
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3.2.4 Einfluss der Substratkonzentration 

Die in den bisherigen Versuchen standardmäßig eingesetzte Substratkonzentration betrug 

1 mM Nitrobenzol. In der Literatur wurde ebenfalls Nitrobenzol als Modellsubstrat für die 

sMMO verwendet. Die eingesetzten Konzentrationen variierten in der Regel zwischen 0,25 

und 5 mM [Brazeau und Lipscomb, 2003; Griethe, 2018; Liu et al., 2005]. Der für Nitrobenzol 

bestimmte KM-Wert beträgt 510 µM [Griethe, 2018]. Um eine hohe Reaktionsgeschwindigkeit 

aufrecht zu erhalten, sollte die Substratkonzentration deutlich über dem KM-Wert liegen. den-

noch wurden in der Literatur und in der vorliegenden Arbeit zunächst Substratkonzentratio-

nen eingesetzt, die nur geringfügig über dem KM liegen. Solange nur geringe Mengen der 

eingesetzten Substratkonzentration umgesetzt werden, ist der Einfluss auf die Reaktionsge-

schwindigkeit durch die Abnahme der Substratkonzentration gering. Mit den bisherigen Op-

timierungen von Prozessparametern konnte in der vorliegenden Arbeit die finale Produktkon-

zentration von 30 µM (Reaktion A, Abbildung 3.11, Seite 90) auf 568 µM (Reaktion J, Abbil-

dung 3.15, Seite 65) erhöht werden. Im Reaktionsverlauf sank die Substratkonzentration 

dementsprechend unter den KM-Wert, wodurch ein großer Einfluss auf die Reaktionsge-

schwindigkeit zu erwarten ist. Die Reaktion ist kinetisch limitiert. Um zu verhindern, dass die 

Substratkonzentration unter den KM-Wert sinkt, sollte diese in den folgenden Reaktionen 

angepasst werden. Abbildung 3.16 zeigt den Verlauf der Produktkonzentration bei verschie-

denen initialen Nitrobenzolkonzentrationen. Die TTN, Produktausbeuten und spezifischen 

Aktivitäten sind in Tabelle 3.4 (Seite 67) zusammengefasst. Eine Verdopplung der Nitroben-

zolkonzentration von 1 mM in Reaktion J auf 2 mM in Reaktion K führte zu einer 1,6-fachen 

Steigerung der finalen Produktkonzentration und damit auch der TTN. Eine weitere Steige-

rung der Substratkonzentration auf 5 mM in Reaktion L führte nur zu einer geringen Steige-

rung der finalen Produktkonzentration und der TTN. Die aus dem initialen Anstieg der Pro-

gresskurven ermittelte spezifische Aktivität der sMMO nimmt mit höherer Substratkonzentra-

tion ab. Dies widerspricht der Annahme, dass die Kinetik der sMMO sich durch den klassi-

Abbildung 3.15: Umsatz von Nitrobenzol durch die sMMO bei verschiedenen Rührgeschwindigkeiten; 

Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.3 (Seite 36); p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; die Er-

stellung der gemittelten Progresskurven ist in Kapitel 2.4.3 beschrieben; n = 3; Standardabweichung 

≤ 15 %; Reaktionsparameter: V = 1,2 mL TMA-Puffer pH 7,5 in OxyTherm; T = 30 °C; c(sMMO) = 5 µM, 

c(Cat) = 500 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; G: Rühr-

geschwindigkeit 1 %; H: Rührgeschwindigkeit 30 %; J: Rührgeschwindigkeit 100 %. 

Rührgeschwindigkeit 

(Oxytherm) 

1 % 

30 % 

100 % 
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schen Verlauf nach Michaelis-Menten beschreiben lässt [Griethe, 2018]. Eine Substratüber-

schusshemmung ist für die sMMO nicht beschrieben. Auch A. Griethe setzte bis zu 5 mM 

Nitrobenzol ein, konnte jedoch keine eindeutige Hemmung der sMMO durch das Substrat 

feststellen [Griethe, 2018]. 

Nach dem initialen Anstieg in den ersten 2,5 Minuten ist in den Progresskurven von Reakti-

on K mit 2 mM Nitrobenzol und von Reaktion L mit 5 mM Nitrobenzol ein Abknicken und ein 

linearer Anstieg der Produktkonzentration zu erkennen. Der Verlauf ist vergleichbar mit dem 

Ergebnis in Kapitel 3.2.3 (Abbildung 3.13, Seite 62). Obwohl die Rührgeschwindigkeit auf 

100 % gesetzt wurde, führte eine Erhöhung der Substratkonzentration vermutlich zu einer 

Limitierung durch die Sauerstoffdiffusion. Möglicherweise hat die Menge an gelöstem Nitro-

benzol einen Einfluss auf die Löslichkeit von Sauerstoff im Reaktionspuffer. Im Rahmen der 

vorliegenden Arbeit wurden dazu keine weiteren Untersuchungen durchgeführt. 

Um eine möglichst hohe TTN zu erreichen, sollte die Substratkonzentration so gewählt wer-

den, dass sie im Reaktionsverlauf nicht unter den KM sinkt. Eine hohe Substratkonzentration 

kann jedoch einen inhibierenden Effekt auf das Enzym haben. Die höchste Produktkonzent-

ration konnte mit 5 mM Nitrobenzol erreicht werden. Die höchste prozentuale Ausbeute wur-

de jedoch mit einer geringeren Nitrobenzolkonzentration von 1 mM erreicht. 

 

Die folgende Tabelle fasst die Reaktionsbedingungen und die resultierenden Aktivitätswerte 

und Ausbeuten der Versuche zur Identifizierung umsatzlimitierender Faktoren zusammen. 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3.16: Umsatz verschiedener Nitrobenzolkonzentrationen durch die sMMO; Versuchsaufbau 

beschrieben in Kapitel 2.4.3 (Seite 36); p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; die Erstellung der gemit-

telten Progresskurven ist in Kapitel 2.4.3 beschrieben; n = 3; Standardabweichung ≤ 15 %; Reaktionspa-

rameter: V = 1,2 mL TMA-Puffer pH 7,5 in OxyTherm; T = 30 °C; c(sMMO) = 5 µM, c(Cat) = 500 µg/mL; 

c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Rührgeschwindigkeit 100 %; J: c(Nitro-

benzol) = 1 mM; K: c(Nitrobenzol) = 2 mM; L: c(Nitro-benzol) = 5 mM. 

c(Nitrobenzol) 

1 mM 

2 mM 

5 mM 
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Tabelle 3.4: Umsatz von Nitrobenzol (Substrat) durch die sMMO, Übersicht der Reaktionsparameter, Akti-

vitätswerte und Ausbeuten 

 

In den Kapiteln 3.2.1 bis 3.2.4 konnten verschiedene Faktoren identifiziert werden, die die 

TTN der sMMO und die Ausbeute in einem klassischen Reaktionsansatz limitieren. Durch 

Anpassung der Katalase-Konzentration, Erhöhung der sMMO-Konzentration und Anpassung 

der Substratversorgung konnte die TTN um den Faktor 6 auf 199 und die Produktausbeute 

um den Faktor 18 auf 57 % erhöht werden (Tabelle 3.4, Seite 67). Diese Erkenntnisse wur-

den in den folgenden Kapiteln verwendet, um die enzymatische Hydroxylierung von Benzol, 

Naphthalin und Ethylen zu optimieren. 

3.3 sMMO-katalysierter Umsatz der Zielsubstrate Ethylen, 

Benzol und Naphthalin 

Nachdem zur Identifizierung umsatzlimitierender Faktoren das Modellsubstrat Nitrobenzol 

verwendet worden war, sollte nun der Fokus auf die Zielsubstrate Ethylen, Benzol und Naph-

thalin gelegt werden. In der Literatur wurde der Umsatz dieser drei Substrate bereits gezeigt, 

jedoch war nicht viel über die Kinetik der Hydroxylierung mit gereinigten sMMO-

Komponenten bekannt. Detaillierte Untersuchungen zum Verlauf der Reaktionen sind nicht 

veröffentlicht. Diese können jedoch als Grundlage für eine Optimierung der Biotransformati-

onsprozesse dienen. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollten zunächst Methoden etab-

liert werden, mit Hilfe derer der Reaktionsverlauf anhand der jeweiligen Produktkonzentration 

verfolgt werden konnte. 

3.3.1 Entwicklung des Versuchsaufbaus zum Umsatz von Benzol  

Das Zielprodukt der enzymatischen Hydroxylierung von Benzol im Rahmen der vorliegenden 

Arbeit war Phenol. Bereits aus der Literatur ist bekannt, dass es häufig zur weiteren Oxidati-

on kommt (siehe Kapitel 1.1.4, Tabelle 1.1, Seite 4). In Abbildung 3.17 sind theoretisch mög-
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µM µM µg/mL % µM min 

 
% mU/mg 

A 1000 1 0 1 30,5 5 31 3,1 136 

B 1000 1 10 1 125 25 125 12,5 89 

C 1000 1 50 1 161 29 161 16,1 100 

D 1000 1 100 1 199 49 199 19,9 140 

E 1000 1 200 1 141 29 141 14,1 121 

F 1000 2 200 1 358 60 179 35,8 118 

G 1000 5 500 1 451 67 90 45,1 123 

H 1000 5 500 30 477 23 95 47,7 122 

J 1000 5 500 100 568 23 114 56,8 162 

K 2000 5 500 100 932 40 186 46,6 150 

L 5000 5 500 100 982 57 196 19,6 97 
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liche Hydroxylierungsreaktionen mit Benzol als Substrat dargestellt. Die Verteilung ist jedoch 

vom jeweiligen Enzym anhängig. Als Produkte der enzymatischen Hydroxylierung von Ben-

zol durch die sMMO wurden in der Literatur Phenol und Hydrochinon beschrieben [Pilkington 

und Dalton, 1990]. Die Bildung weiterer dihydroxylierter Isomere ist bisher nicht nachgewie-

sen. Für die Anwendung ist jedoch eine genaue Kenntnis aller Produkte notwendig. Im Fol-

genden sind die Ergebnisse zur Entwicklung eines geeigneten Versuchsaufbaus aufgeführt. 

Für den Umsatz von Benzol zu Phenol wurde eine diskontinuierliche Bestimmung der Pro-

duktkonzentrationen mittels HPLC etabliert (Kapitel 2.4.4, Seite 37). Der verwendete Diode-

narraydetektor ermöglichte die Detektion von Substraten und Produkten bei verschiedenen 

Wellenlängen, sodass diese exakt quantifiziert werden konnten. Der Einsatz des hydropho-

ben Substrates Benzol in wässriger Lösung erforderte Anpassungen des Reaktionssystems. 

Die Adsorption von Substraten oder Produkten an die hydrophoben Oberflächen der Reakti-

onsgefäße wurde verhindert, indem Glasgefäße verwendet wurden. Unter Standardbedin-

gungen lassen sich 23 mM Benzol in Wasser lösen. Benzol ist leicht flüchtig und besitzt im 

Vergleich zu Wasser einen hohen Dampfdruck (Dampfdruck bei 30 °C: pBenzol = 15,5 kPa, 

pWasser = 4,2 kPa [GESTIS-Stoffdatenbank, 2021a]). Aufgrund dessen verdampft Benzol 

leicht aus wässriger Lösung. Um den Verlust von Benzol während des enzymatischen Um-

satzes zu minimieren, wurden die Reaktionsgefäße gasdicht verschlossen. Die Benzolkon-

zentration wurde durch Zugabe aus einer gesättigten wässrigen Lösung eingestellt. Die Pro-

benahme erfolgte über ein Septum im Deckel der Reaktionsgefäße. Die Reaktionsproben 

wurden mit 5 % TFA (v/v) abgestoppt, das präzipitierte Protein mittels Zentrifugation abge-

trennt und der Überstand chromatographisch analysiert (Kapitel 2.5.5, Seite 44). Während 

der Aufarbeitung der Proben, die im Reaktionsverlauf genommen wurden, ließ sich der Ben-

zolverlust durch Evaporation nicht vermeiden. Deswegen wurde auf eine Analyse des Sub-

stratverbrauchs verzichtet. Lediglich die Benzolkonzentration zu Reaktionsbeginn wurde be-

stimmt, indem eine vergleichbare Verdünnung aus der gesättigten Benzollösung in Reakti-

onspuffer ohne Proteine angefertigt wurde, welche anschließend direkt verlustfrei mittels 

HPLC analysiert wurde. Die Produkte der Hydroxylierung von Benzol verdampften während 

der Probenaufarbeitung nicht und konnten daher genau quantifiziert werden.  

Zunächst wurde der durch gereinigte sMMO katalysierte Umsatz von Benzol gemessen. In 

Abbildung 3.18 ist der Verlauf der Produktkonzentration dargestellt. In diesem Versuch wur-

de Phenol als einziges Produkt detektiert. Die Progresskurve zeigt einen hyperbolen Verlauf. 

Sie nähert sich nach 20 Minuten einem Maximum von 50 µM an. Dieser Verlauf ist mit den 

Ergebnissen des Nitrobenzol-Umsatzes in Kapitel 3.2 (Seite 58) vergleichbar. Aus der Pro-

Hydrochinon 

Resorcin 

Brenzkatechin 

Phenol Benzol 

Abbildung 3.17: Schematische Darstellung möglicher Hydroxylierungsprodukte von Benzol  
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gresskurve lässt sich der Anfangsanstieg und somit eine spezifische Aktivität der sMMO von 

110,6 mU/mg bestimmen. Dieser Wert ist etwas niedriger, als die spezifische Aktivität für den 

Umsatz von Nitrobenzol. Für die beiden strukturell ähnlichen Substrate Nitrobenzol und Ben-

zol zeigt die sMMO eine ähnliche spezifische Aktivität.  

Trotz geringer Produktausbeute konnte die enzymatische Bildung von Phenol mit gereinigter 

sMMO hier erstmals zeitaufgelöst dargestellt werden.  

3.3.2 Entwicklung des Versuchsaufbaus zum Umsatz von Naphthalin 

In der Literatur ist der Umsatz von Naphthalin zu 1- und 2-Naphthol durch die sMMO be-

schrieben. Weitere Hydroxylierungsprodukte wurden bisher nicht identifiziert, sind aufgrund 

des breiten Substratspektrums der sMMO jedoch nicht auszuschließen. In Abbildung 3.19 

sind die möglichen Produkte der ein- oder zweifachen Hydroxylierung von Naphthalin und 

Naphthol dargestellt.  

Abbildung 3.19: Schematische Darstellung möglicher Hydroxylierungsprodukte von Naphthalin  

Abbildung 3.18 (Reaktion B1): Umsatz von Benzol mit der sMMO; Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 

2.4.4 (Seite 37); V = 2,5 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; c(NADH) = 1 mM; c(Benzol) = 

1 mM; Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44); Mittelwert aus n = 3 unabhängigen Reaktionen. 

Reaktion B1 
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Naphthalin ist in Wasser nahezu unlöslich. Unter Standardbedingungen lassen sich nur 

242 µM Naphthalin in Wasser lösen [GESTIS-Stoffdatenbank, 2021c]. Unter Reaktionsbe-

dingungen bei 30 °C konnte eine maximale Konzentration von 340 µM nachgewiesen wer-

den. Aufgrund der Hydrophobizität adsorbiert Naphthalin an Kunststoffoberflächen von Reak-

tionsgefäßen. Deshalb wurde der enzymatische Umsatz von Naphthalin ebenfalls in Glasge-

fäßen durchgeführt. Reaktionsproben wurden analog zum Umsatz von Benzol (Kapitel 3.3.1) 

durch Zugabe von TFA abgestoppt und präzipitierte Proteine wurden mittels Zentrifugation 

abgetrennt. Die Analyse erfolgte ebenfalls mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44). Während 

der Probenaufarbeitung konnte ein Verlust von Naphthalin festgestellt werden. Vermutlich 

kommt es durch die Zugabe von TFA zur Co-Präzipitation von Naphthalin und denaturierten 

Proteinkomponenten. Zur exakten Bestimmung der Naphthalinkonzentration zum Reaktions-

start wurde vor der Enzymzugabe eine Probe abgenommen und ohne TFA-Zugabe direkt 

mittels HPLC analysiert. Im weiteren Reaktionsverlauf wurde auf die Analyse des Substrat-

verbrauchs verzichtet. Die Hydroxylierungsprodukte konnten in allen Reaktionsproben ver-

lustfrei quantifiziert werden, da diese nicht während der Probenaufarbeitung präzipitierten.  

Der detaillierte Ablauf der Reaktion N1 ist in Kapitel 2.4.4 (Seite 37) beschrieben. Abbildung 

3.20 zeigt den Verlauf der Produktkonzentrationen von 1- und 2-Naphthol. Dihydroxylierte 

Naphthalinisomere wurden unter diesen Bedingungen nicht detektiert. Mit dem Reaktions-

start stiegen die Konzentrationen von 1- und 2-Naphthol. Im Verlauf der Reaktion sank die 

Reaktionsgeschwindigkeit, sodass nach 20 Minuten ein Maximum von 32 µM 1-Naphthol und 

22 µM 2-Naphthol erreicht wird. In der Summe wurden 54 µM Naphthol gebildet. Im gesam-

ten Reaktionsverlauf konnte ein Verhältnis von 60 % 1-Naphthol und 40 % 2-Naphthol nach-

gewiesen werden.  

Das Ergebnis des enzymatischen Umsatzes von Naphthalin ist vergleichbar mit dem Umsatz 

von Benzol (Reaktion B1, Kapitel 3.3.1, Abbildung 3.18, Seite 69) und Nitrobenzol (Reaktion 

A, Kapitel 3.2, Abbildung 3.11, Seite 59). Die aus dem initialen Anstieg der Produktkonzent-

ration ermittelte spezifische Aktivität der sMMO betrug 128,4 mU/mg. Die spezifische Aktivi-

tät für den Umsatz von Naphthalin liegt unter den verwendeten Reaktionsbedingungen damit 

in der gleichen Größenordnung, wie die der anderen aromatischen Substrate Benzol und 

Nitrobenzol. Die Bildung von 1- und 2-Naphthol mit gereinigter sMMO konnte erstmals zeit-

aufgelöst gezeigt werden. 

Abbildung 3.20 (Reaktion N1): Umsatz von Naphthalin mit der sMMO; Versuchsaufbau beschrieben in 

Kapitel 2.4.4 (Seite 37); V = 2,5 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; c(NADH) = 1 mM; 

c(Naphthalin) = 0,3 mM; Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44); Mittelwert aus n = 3 unabhängigen 

Reaktionen. 

Reaktion N1 
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3.3.3 Entwicklung des Versuchssaufbaus zum Umsatz von Ethylen 

Analog zu den Experimenten für die Substrate Benzol und Naphthalin sollte für den 

enzymatischen Umsatz von Ethylen durch die sMMO zunächst ein Reaktionssystem 

entwickelt werden, welches es ermöglichte, den Umsatz zeitaufgelöst zu verfolgen. Für diese 

Reaktion werden mit Sauerstoff und Ethylen zwei gasförmige Substrate benötigt, die im Re-

aktionspuffer gelöst vorliegen müssen, um für die sMMO zugänglich zu sein. Zwischen der 

Gasphase und der Flüssigphase findet Diffusion der Substrate statt. Ein Netto-Stofftransport 

ist zu beobachten, bis der Gleichgewichtszustand erreicht ist. Die Lage des Gleichgewichts 

ist unter anderem von der Temperatur und vom Partialdruck des Stoffes in der Gasphase 

über der Lösung abhängig. Bei einem Partialdruck von 101,3 kPa Ethylen und 30 °C beträgt 

die maximale Konzentration in Lösung 3,90 mM. Die Löslichkeit von Sauerstoff bei 

101,3 kPa Partialdruck und 30 °C beträgt 1,12 mM [Breitbarth et al., 2004; Miyamoto et al., 

2014; Xing et al., 2014]. Die verfügbare Substratmenge in der Lösung kann demnach über 

die Zusammensetzung der Gasphase und den Druck kontrolliert werden. Wie in Kapitel 3.2.3 

(Seite 61) gezeigt, kann der Stofftransport der gasförmigen Substrate in die flüssige Phase 

die Reaktionsgeschwindigkeit limitieren. Zudem ist zu beachten, dass Ethylen und Sauerstoff 

als Gasgemisch eine explosive Atmosphäre bilden können. Deswegen war es notwendig, die 

Reaktionen unter speziellen Sicherheitsanforderungen (ATEX) zu planen und durchzuführen. 

Die Experimente erfolgten aus diesem Grund in Zusammenarbeit mit dem Fraunhofer Institut 

IGB in Stuttgart, wo entsprechende geschützte Bedingungen eingehalten wurden.  

Die Reaktion wurde in einem gasdicht verschlossenen Glasgefäß mit einem Gesamtvolumen 

von 22 mL durchgeführt. Das Reaktionsvolumen betrug 10 mL. Das Massenspektrometer 

wurde entsprechend des Aufbaus in Abbildung 2.1 (Seite 40) angeschlossen. Durch die an-

geschlossenen Kapillaren des Massenspektrometers erhöhte sich das verfügbare Gasvolu-

men in dem Reaktionssystem auf 13,9 mL. Die Substrate Sauerstoff und Ethylen wurden 

über Kanülen und das im Deckel befindliche Septum in den Kopfraum des Gefäßes gege-

ben. Der detaillierte Reaktionsablauf ist in Kapitel 2.4.6 (Seite 39) beschrieben. Die Analytik 

erfolgte kontinuierlich mittels Massenspektrometrie (MS). Dazu wurde der Prototyp VarioOne 

von Variolytics (Stuttgart) verwendet (Kapitel 2.5.7, Seite 46). Dieser ermöglichte die Detek-

tion des Ionenstroms mehrerer Masse-Ladungs-Verhältnisse gleichzeitig, sodass sowohl die 

Substrat- als auch die Produktkonzentrationen in Lösung online verfolgt werden konnten. In 

dem verwendeten Reaktionssystem wurde der Kopfraum zunächst mit 100 % Sauerstoff 

gespült, bis die Sauerstoffkonzentration in der Flüssigphase ein konstantes Niveau erreichte. 

Anschließend wurde in das gasdicht verschlossene Gefäß eine definierte Menge Ethylen 

gegeben. Bis zum Erreichen des Gleichgewichtszustandes diffundierte Ethylen aus der Gas-

phase in die Lösung. Nach Zugabe des Substrates Ethylen wurde der Reaktionsansatz inku-

biert, bis die Ethylenkonzentration in der Lösung ein konstantes Niveau erreichte. Dann wur-

de die Reaktion E1 durch Zugabe der Enzyme gestartet.  

In Abbildung 3.21 ist der enzymatische Umsatz von Ethylen mit gereinigter sMMO als zeitli-

cher Verlauf der Produktkonzentration dargestellt. Nach dem Reaktionsstart stieg die Kon-

zentration von Ethylenoxid in der Lösung. Die spezifische Aktivität zu Beginn der Reaktion 

betrug 54,1 mU/mg. Danach nahm, wie auch für die Substrate Naphthalin, Benzol und Nitro-

benzol, die Reaktionsgeschwindigkeit ab. Die Produktkonzentration näherte sich nach weni-

gen Minuten einem Maximum von 40 µM an. Das Produkt Ethylenoxid ist ebenfalls bei 

Raumtemperatur gasförmig. Es findet ein Stofftransport aus der Flüssigphase in die Gas-

phase statt. Die angegebenen Konzentrationen wurden in der flüssigen Phase gemessen. 
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Das Henry-Gesetz (Kapitel 1.1.8.2, Gleichung 1.2, Seite 16) beschreibt den Zusammenhang 

zwischen gelöster Konzentration und Partialdruck von Gasen und ermöglicht die Berechnung 

der Ethylenoxidmenge, die sich nach dem Erreichen des Gleichgewichtszustandes in der 

Gasphase befindet. Die Henry-Konstante ist temperaturabhängig. Mit Hilfe der van’t-Hoff-

Gleichung kann die Henry-Konstante bei abweichenden Temperaturen berechnet werden 

(Gleichung 3.2, [Atkins et al., 2018]). Basierend auf den Daten von Conway et al. und der 

Sammlung von R. Sander wurde eine Henry-Konstante für Ethylenoxid bei der Reaktions-

temperatur 30 °C von Hcp = 4,859 * 10-2 mol*m-3*Pa-1 berechnet [Conway et al., 1983; 

Sander, 2015]. 

Hcp(T) =  H0
cp

∗ e
(

−∆solH

R
(
1

T
−

1

T0
))

  

Hcp(T): Henry-Konstante als Funktion der Temperatur 

H0
cp

: Henry-Konstante bei T0  

∆solH: Lösungsenthalpie 

R: allgemeine Gaskonstante 8,314 J*mol-1*K-1 

T0: Standardtemperatur 298,15 K der in [Sander, 2015] angegebenen Werte  
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= 3200 K   [Conway et al., 1983; Sander, 2015] 

 

Die Henry-Konstante und die Ethylenoxid-Konzentration in der Lösung am Ende der Reakti-

on wurden in Gleichung 1.2 (Seite 16) eingesetzt, um den Partialdruck und dadurch die 

Stoffmenge von Ethylenoxid in der Gasphase zu berechnen. Der Anteil an Ethylenoxid, wel-

cher in dem verwendeten Reaktionssystem in der Gasphase zu erwarten ist, beträgt dem-

nach lediglich 1,1 % der Stoffmenge in der flüssigen Phase. Im weiteren Verlauf der vorlie-

Gleichung 3.2 

Abbildung 3.21 (Reaktion E1): Umsatz von Ethylen mit der sMMO; Versuchsaufbau beschrieben in Kapi-

tel 2.4.6.1 (Seite 39); V = 10 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 5 µM; c(NADH) = 1 mM; 

c(Ethylen) in Lösung = 1 mM; Analyse mittels MS (VarioOne, Kapitel 2.5.7, Seite 46); n = 1. 

Reaktion E1 
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genden Arbeit wird deshalb der Anteil an Ethylenoxid in der Gasphase nicht weiter berück-

sichtigt.  

Der Vergleich des Ethylenumsatzes (Reaktion E1) mit den vorherigen Ergebnissen zum Um-

satz von Benzol (Reaktion B1, Abbildung 3.18) und Naphthalin (Reaktion N1, Abbildung 

3.20) zeigt einen ähnlichen Verlauf der Produktkonzentration. Da für den Umsatz von Ethyl-

en eine höhere Enzymkonzentration eingesetzt wurde, ist die Reaktionsgeschwindigkeit zu 

Beginn der Reaktion höher. Die Inaktivierung der sMMO ist bereits nach etwa 2,5 Minuten zu 

beobachten. Die finale Produktkonzentration ist vergleichbar.  

 

Der enzymatische Umsatz aller drei Zielsubstrate konnte zeitaufgelöst mit gereinigter sMMO 

aus M. trichosporium OB3b gezeigt werden. Unabhängig vom Substrat werden etwa 40 – 

50 µM Produkt gebildet, bevor die Reaktion zum Erliegen kommt. Die Ergebnisse der Unter-

suchungen, welche in Kapitel 3.2.1 beschrieben sind, lassen die Schlussfolgerung zu, dass 

diese Limitierung auf eine Akkumulation von inhibitorischem Wasserstoffperoxid zurückzu-

führen ist. 

3.4 Kinetische Untersuchung der sMMO mit Ethylen, 

Benzol und Naphthalin 

Die in Kapitel 3.3 entwickelten Versuchsdurchführungen erlauben, die Produktkonzentratio-

nen während der Enzymkatalyse zeitaufgelöst zu verfolgt. Basierend darauf wurden in die-

sem Kapitel die kinetischen Parameter des Enzyms in Bezug auf die Substrate Ethylen, 

Benzol und Naphthalin bestimmt. Das detaillierte Verständnis der kinetischen Eigenschaften 

des Enzyms ermöglicht in der späteren Anwendung fundierte Maßnahmen zur Optimierung 

der Reaktionsbedingungen und liefert zudem einen wissenschaftlichen Neuwert, da es zu 

den untersuchten Substraten bisher keine spezifischen Literaturangaben gibt. Die kineti-

schen Parameter KM und Vmax wurden aus der Abhängigkeit der Reaktionsgeschwindigkeit 

von der Substratkonzentration ermittelt.  

Mit Benzol, Naphthalin und Ethylen wurden jeweils Reaktionen mit steigenden Substratkon-

zentrationen durchgeführt. Aus dem initialen Anstieg der Produktkonzentration wurde die 

Reaktionsgeschwindigkeit ermittelt. In Abbildung 3.22 sind die Reaktionsgeschwindigkeiten 

des Umsatzes in Abhängigkeit von der jeweiligen Substratkonzentration als V-S-Diagramme 

dargestellt. Für die Substrate Naphthalin und Ethylen scheint die Kinetik dem klassischen 

Verlauf nach Michaelis-Menten zu folgen. Die Kinetiken für Ethylen und Naphthalin wurden 

mit der Gleichung 3.4 angepasst. Für Benzol zeigt sich ein inhibitorischer Effekt bei steigen-

der Substratkonzentration. Die Anpassung der Kinetik von Benzol erfolgte daher mit der 

Gleichung 3.3 unter Berücksichtigung der Substratüberschusshemmung. Die nach Regressi-

on bestimmten kinetischen Parameter sind in Tabelle 3.5 aufgelistet. 

Die KM-Werte für Ethylen und Naphthalin liegen bei 305 und 380 µM, der KM-Wert für Benzol 

liegt bei 74,7 µM. Alle ermittelten KM-Werte liegen im Bereich zwischen dem für das natürli-

che Substrat Methan beschriebenen Wert (25 µM [Fox et al., 1990], 66 µM [Tonge et al., 

1977]) und dem für das häufig genutzte Modellsubstrat Nitrobenzol ermittelten KM-Wert 

(510 µM [Griethe, 2018], 460 µM [Liu et al., 2005]). Das dem nativen Substrat strukturell am 

meisten ähnelnde Substrat Ethylen zeigt einen höheren KM-Wert als Benzol. Bei der Bewer-

tung ist zu beachten, dass für das Substrat Benzol eine Überschusshemmung detektiert 

wurde. Der ermittelte Ki-Wert beträgt 1645 µM. Auch die maximale Reaktionsgeschwindigkeit 
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Vmax ist für Benzol am geringsten, für Ethylen und Naphthalin ergeben sich vergleichbare 

Vmax-Werte. Trotz struktureller Ähnlichkeit wurde kein inhibierender Effekt für das Substrat 

Naphthalin beobachtet, ist jedoch nicht auszuschließen. Da aufgrund der geringen Löslich-

keit von Naphthalin in Wasser keine höheren Substratkonzentrationen möglich sind, ist der 

Nachweis einer potenziellen Substratüberschusshemmung bei höheren Substratkonzentrati-

onen unter den angewendeten Messbedingungen nicht möglich. Die Experimente zum Um-

satz von Nitrobenzol in Kapitel 3.2 (Tabelle 3.4, Seite 67) zeigten ebenfalls eine Abnahme 

der spezifischen Aktivität bei einer Erhöhung der Substratkonzentration von 1 mM auf 2 und 

5 mM. Möglicherweise liegt dieser Beobachtung ebenfalls eine Substratüberschusshem-

mung zugrunde. 

Der Mechanismus der Enzymhemmung durch Benzol wurde nicht näher untersucht. Ob es 

sich um einen reversiblen oder irreversiblen Effekt, um eine Destabilisierung des Enzyms 

oder einen Einfluss auf die Wechselwirkung der sMMO-Komponenten handelt, konnte nicht 

geklärt werden.  

Die Ergebnisse der kinetischen Charakterisierung der sMMO sollten in den folgenden Unter-

suchungen als Grundlage für eine geeignete Auswahl von Reaktionsbedingungen zur Opti-

mierung der Produktausbeute dienen. 
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Abbildung 3.22: V-S-Diagramme zur Bestimmung enzymkinetischer Parameter der sMMO, Reaktionsge-

schwindigkeit in Abhängigkeit von der Konzentration verschiedener Substrate; A: Umsatz von Benzol mit 

der sMMO; V = 2,5 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; c(NADH) = 1 mM; c(Benzol) = 0,05 - 

4 mM; Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44); n = 2; Regression nach Gleichung 3.3 dargestellt in 

rot; B: Umsatz von Naphthalin mit der sMMO; V = 2,5 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; 

c(NADH) = 1 mM; c(Naphthalin) = 0,05 – 0,34 mM; Analyse mittels HPLC; n = 3; Regression nach Glei-

chung 3.4 dargestellt in rot; C: Umsatz von Ethylen mit der sMMO; V = 10 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 

°C; c(sMMO) = 5 µM; c(NADH) = 1 mM; c(Ethylen) = 0,1 – 2 mM; Analyse mittels MS (VarioOne, Kapitel 

2.5.7, Seite 46); n = 1; Regression nach Gleichung 3.4 dargestellt in rot. 
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Tabelle 3.5: Kinetische Parameter der sMMO, Versuchsbedingungen siehe Abbildung 3.22 

 Benzol Naphthalin Ethylen 

KM [µM] 74,7 ± 9,4 380 ± 58,4 305 ± 85,4 

Vmax [µM/min] 21,9 ± 1,1 57,3 ± 6,5 58,7 ± 5,3 

kcat [s
-1] 0,365 ± 0,018 0,955 ± 0,108 0,196 ± 0,018 

Ki [µM] 1645 ± 201 - - 

 

Gleichung 3.4 

Gleichung 3.3 



Ergebnisse          76 

3.5 Untersuchungen zur Optimierung des enzymatischen 

Umsatzes von Ethylen, Benzol und Naphthalin 

Für biotechnologische Anwendungen sind hohe Zykluszahlen (total-turnover-number, TTN) 

des Katalysators und hohe Produktausbeuten essenziell. Basierend auf den Ergebnissen der 

kinetischen Charakterisierung (Kapitel 3.4, Seite 73) und der Untersuchung umsatzlimitie-

render Faktoren (Kapitel 3.2, Seite 58) sollten Reaktionssysteme entwickelt werden, mit de-

nen für das jeweilige Substrat Ethylen, Benzol oder Naphthalin hohe TTN und Produktaus-

beuten der Enzymkatalyse erreicht werden. Da die Substrate verschiedene physikalische 

Eigenschaften aufweisen, wurden die Reaktionssysteme zunächst für jedes Zielsubstrat ein-

zeln betrachtet. 

3.5.1 Enzymatischer Umsatz von Ethylen 

Eine Herausforderung bei der Optimierung des enzymatischen Umsatzes von Ethylen be-

steht in der Bereitstellung der gasförmigen Substrate Sauerstoff und Ethylen. Wie in Kapitel 

3.3.3 (Seite 71) beschrieben, wird die Substratkonzentration in Lösung von der Zusammen-

setzung der Gasphase über der Lösung bestimmt.  

Eine Übersicht der verschiedenen Reaktionen zum Umsatz von Ethylen, deren Reaktionsbe-

dingungen und resultierende Aktivitätswerte und Ausbeuten, ist in Tabelle 3.6 (Seite 81) dar-

gestellt.  

3.5.1.1 Umsatz von Ethylen im 10-mL-Maßstab 

Zunächst sollte in dem bereits beschriebenen Reaktionssystem von Reaktion E1 (Kapitel 

3.3.3, Seite 71) die Enzymkaskade aus Katalase und Glucosedehydrogenase (siehe Kapitel 

3.2, Seite 58) integriert werden. Der detaillierte Versuchsaufbau ist in Kapitel 2.4.6.1 (Seite 

39) beschrieben und schematisch in Abbildung 2.1 (Seite 40) dargestellt. Der Gasraum des 

Reaktionsgefäßes wurde vor dem Start mit 100 % Sauerstoff gespült, bis die Konzentration 

in Lösung konstant war. Anschließend wurden 5 mL Ethylen zusätzlich durch ein Septum in 

das geschlossene Reaktionsgefäß gegeben. Die Zusammensetzung der Gasphase wurde 

nicht analysiert. Die verfügbaren Substratmengen wurden anhand der Gasvolumina berech-

net. Unter Berücksichtigung der Henry-Konstanten von Ethylen (5,223 * 10-5 mol*m-3*Pa-1, 

[Sander, 2015; Sander, 2011]) und Sauerstoff (1,092 * 10-5 mol*m-3*Pa-1 [Miyamoto et al., 

2014; Peter Warneck, 2012]) lassen sich die Gleichgewichtskonzentrationen der gasförmi-

gen Substrate in der Reaktionslösung berechnen. Mögliche Effekte anderer gelöster Kompo-

nenten auf die Löslichkeit der Gase werden in diesem Fall nicht betrachtet. Der Partialdruck 

von Sauerstoff im Reaktionsgefäß betrug theoretisch 101,3 kPa. Nach der idealen Gasglei-

chung betrug die verfügbare Menge von Sauerstoff in der Gasphase 559 µmol. Die zu erwar-

tende Sauerstoffkonzentration in wässriger Lösung war 1,12 mM. Die zugegebene Menge an 

Ethylen betrug 208 µmol. Nach Einstellung des Gleichgewichts sollte der Partialdruck theore-

tisch 34,5 kPa und die Konzentration in der Lösung 1,8 mM betragen. Um die Diffusion zwi-

schen Gas- und Flüssigphase zu beschleunigen, wurde der Ansatz kontinuierlich gerührt. 

Die Reaktion wurde durch die Zugabe der Enzyme gestartet. Es wurden 2 µM sMMO, 

5 µg/mL GDH zur Cofaktorregenerierung, sowie 200 µg/mL Katalase zu Disproportionierung 

von Wasserstoffperoxid eingesetzt. In Abbildung 3.23 ist der Verlauf der Substrat- und Pro-

duktkonzentrationen in der Flüssigkeit von Reaktion E2 dargestellt. 

Verglichen mit den zuvor berechneten Konzentrationen von Sauerstoff und Ethylen in Lö-

sung unter Idealbedingungen waren die gemessenen Konzentrationen geringer. Der Einfluss 
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anderer Substanzen die in dem Reaktionspuffer gelöst waren, wurde bei der theoretischen 

Berechnung im Vorfeld nicht beachtet. Die Auswertung erfolgte mit den gemessenen Kon-

zentrationswerten. Die Substratkonzentrationen von Sauerstoff und Ethylen nahmen nach 

dem Reaktionsstart ab. Die Ethylen-Konzentration fiel innerhalb der ersten acht Minuten von 

934 µM auf 710 µM und stagnierte im weiteren Reaktionsverlauf. Die Konzentration von 

Sauerstoff sank innerhalb der ersten fünf Minuten von 910 µM auf 600 µM. Im weiteren Re-

aktionsverlauf sank die Konzentration leicht bis auf 450 µM nach 60 Minuten.  

Die Produktkonzentration von Ethylenoxid stieg nach dem Reaktionsstart an. Aus dem initia-

len Anstieg wurde eine spezifische Aktivität von 680 mU/mg bestimmt. Im Verlauf der Reak-

tion nahm die Geschwindigkeit der Produktbildung ab. Nach 55 Minuten war eine maximale 

Ethylenoxid-Konzentration von 970 µM erreicht. Zu beachten ist, dass die gemessenen Sub-

stratkonzentrationen von Ethylen und Sauerstoff nur um 200 µM bzw. 460 µM abnahmen, 

während deutlich mehr Produkt gebildet wurde. Grund dafür ist, dass die angegebenen 

Messwerte nur die Konzentrationen in der Reaktionslösung sind und die gasförmigen Sub-

strate aus dem geschlossenen Kopfraum nachdiffundieren. Für das Substrat Ethylen ist gut 

zu erkennen, dass sich nach zehn Minuten ein Gleichgewicht zwischen Substratverbrauch 

durch das Enzym und Substratnachschub durch Diffusion eingestellt hat. Das Ergebnis zeigt, 

dass durch die Implementierung der Cofaktorregenerierung und der enzymatischen Eliminie-

rung des inhibitorischen Wasserstoffperoxids bis zu 1 mM Ethylenoxid enzymatisch herge-

stellt werden konnten. Die Produktausbeute an Ethylenoxid bezogen auf die eingesetzte 

Substratmenge konnte von 0,2 % auf 4,7 % gesteigert werden. Es konnte eine TTN von 485 

erreicht werden, was eine deutliche Steigerung im Vergleich zu den Versuchen mit Nitroben-

zol ist (Kapitel 3.2, Seite 58). Weitere Parameter sind in Tabelle 3.6 (Seite 81) vergleichend 

aufgelistet. 

3.5.1.2 Umsatz von Ethylen im 700-mL-Membranreaktor 

In dem bisher verwendeten Reaktionsaufbau (Reaktion E1 und E2) fand die Substratversor-

gung über die Grenzfläche zwischen Gas- und Flüssigphase statt. Dabei wurde ein Gemisch 

Abbildung 3.23 (Reaktion E2): Umsatz von Ethylen mit der sMMO im 10 mL-Maßstab; Verlauf der Sub-

stratkonzentrationen von Ethylen (orange) und Sauerstoff (blau) und der Produktkonzentration Ethylen-

oxid (schwarz); Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.6.1 (Seite 39); V(Flüssigphase) = 10 mL, 

V(Gasphase) = 13,9 mL, Sättigung der Gasphase mit O2, Zugabe von 5 mL Ethylen bei Normaldruck in die 

Gasphase. TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 2 µM; c(Cat) = 200 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 

50 mM; c(NADH) = 1 mM; Analyse mittels MS (VarioOne, Kapitel 2.5.7, Seite 46); n = 1. 

Reaktion E2 
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aus Ethylen und Sauerstoff als Gasphase eingesetzt. Die Bildung solcher explosiven Gas-

gemische ist ein sicherheitstechnisches Risiko und erfordert spezielle Maßnahmen, die bei 

der Entwicklung von Produktionsprozessen berücksichtigt werden müssen. Das vorrangige 

Ziel ist daher immer die Vermeidung von explosionsfähigen Gasgemischen. Im Hinblick auf 

eine mögliche technologische Anwendung sollte ein System untersucht werden, welches 

eine Maßstabsvergrößerung des enzymatischen Ethylen-Umsatzes ermöglicht und in dem 

die Bildung explosionsfähiger Gasgemische vermieden werden kann. 

Dazu sollte der enzymatische Umsatz in einem speziellen Membranreaktor (MBR) durchge-

führt werden. Der Aufbau des MBR ist in Abbildung 2.2 und Abbildung 2.3 (Seite 41 - 42) 

schematisch dargestellt. Ein Modul des MBR besteht aus drei Kammern. Die mittlere Kam-

mer (V = 560 mL) wurde mit Reaktionspuffer gefüllt, in dieser fand der enzymatische Umsatz 

statt. Auf beiden Seiten der Kammer befand sich eine Siloxanmembran, die die mittlere Re-

aktionskammer von den außenliegenden Kammern trennte. Über die außenliegenden Kam-

mern wurde die Versorgung mit den gasförmigen Substraten sichergestellt. Jeweils eine 

Kammer wurde mit Ethylen und eine mit Sauerstoff gefüllt. Die gasförmigen Substrate diffun-

dierten durch die Siloxanmembran in den Reaktionsraum. Dabei konnte der Druck in der 

jeweiligen Kammer variiert werden, um die Gleichgewichtskonzentration im Reaktionspuffer 

anzupassen. Der modulare Aufbau ermöglichte die Zugabe von Ethylen und Sauerstoff über 

zwei voneinander getrennte Membranen, sodass die Bildung explosiver Gasgemische ver-

mieden wurde. Außerdem könnten mehreren Module kombiniert und so das Reaktionsvolu-

men bei konstantem Oberfläche-Volumen-Verhältnis vergrößert werden. Bei der Verwen-

dung eines Moduls des MBR betrug das Betriebsvolumen 700 mL.  

Zunächst sollte der enzymatische Umsatz von Ethylen im MBR in diesem Volumen unter 

denselben Bedingungen, wie in Kapitel 3.5.1.1 (Seite 76), untersucht werden. Der Ablauf des 

Versuchs ist in Kapitel 2.4.6.2 (Seite 40) beschrieben. Zur Analytik der Substrat- und Pro-

duktkonzentrationen wurde das Massenspektrometer VarioOne an den MBR angeschlossen. 

In Abbildung 3.24 sind die Substrat- und Produktkonzentrationen im Reaktionsverlauf darge-

stellt. 

Es ist nur eine geringfügige Zunahme der Konzentration an Ethylenoxid zu erkennen. Nach 

Abbildung 3.24: Umsatz von Ethylen mit der sMMO im Membranreaktor; Verlauf der Substratkonzentrati-

onen von Ethylen (orange) und Sauerstoff (blau) und der Produktkonzentration Ethylenoxid (schwarz);  

Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.6.2 (Seite 40); V = 700 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; 

c(sMMO) = 2 µM*; c(Cat) = 200 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; pO2 = 1 bar, 

pC2H4 = 1 bar; Analyse mittels MS (VarioOne, Kapitel 2.5.7, Seite 46); n = 1. 
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30 Minuten lag die Konzentration bei 24 µM. Die Sauerstoffkonzentration sank innerhalb von 

20 Minuten von 940 µM auf 830 µM und blieb dann nahezu konstant.  Die Ethylenkonzentra-

tion stieg im Reaktionsverlauf von 800 auf etwa 830 µM. Die geringen Schwankungen der 

gemessenen Konzentrationen sind auf den Einfluss der Fragmentierung bei der MS-Analyse 

und die Sensibilität der MS-Analyse gegenüber Druck- und Temperaturschwankungen der 

Umgebung zurückzuführen. Trotz vergleichbarer Zusammensetzung der Reaktionskompo-

nenten, konnte im MBR zunächst keine enzymatische Produktion von Ethylenoxid nachge-

wiesen werden. 

Die Ursache für dieses Ergebnis ließe sich wie folgt erklären: Im Gegensatz zum Batch-

Reaktor aus Glas verfügt der MBR aufgrund seiner Bauweise über große Oberflächen von 

Membranen und Schläuchen. An diese können die eingesetzten Proteine potenziell adsor-

bieren. Dadurch könnte die enzymatische Reaktionskaskade inhibiert werden.  

 

Um diese These zu bestätigen, wurde im folgenden Versuch die Adsorption von Proteinen 

an die exponierten Oberflächen des MBR quantitativ gemessen. Dazu wurde das Reaktions-

system analog zum zuvor beschriebenen enzymatischen Umsatz mit einer Lösung von 

1 mg/mL Rinderserumalbumin (BSA) in Reaktionspuffer gefüllt. Nach fünf und 20 Minuten 

wurden Proben genommen und anschließend mittels Bradford-Assay (Kapitel 2.5.1.1, Seite 

43) die Proteinkonzentration in Lösung bestimmt. 

Mit zunehmender Inkubationszeit war eine leichte Abnahme der BSA-Konzentration in Lö-

sung im MBR erkennbar. Nach 20 Minuten konnten noch 94 % der Ausgangskonzentration 

nachgewiesen werden. 0,06 mg/mL des eingesetzten Proteins befanden sich nicht mehr in 

Lösung sondern wurden vermutlich an adsorptive Membranoberflächen des Reaktionssys-

tems gebunden.  

Die Adsorptionseigenschaften verschiedener Proteine können sehr unterschiedlich sein. Ei-

ne Korrelation zwischen der Abnahme der BSA-Konzentration und einer möglichen Adsorpti-

on der sMMO ist anhand dieser Daten nicht möglich. Das Ergebnis der BSA-Adsorption lässt 

die qualitative Aussage zu, dass Proteinbestandteile im Reaktionssystem der Lösung entzo-

gen werden können. Möglicherweise adsorbierten einzelne sMMO-Komponenten (MMOH, 

MMOB oder MMOR) an Membranoberflächen, sodass die sMMO-Aktivität verringert wurde 

und infolgedessen nicht mehr detektiert werden konnte. 

Abbildung 3.25: Adsorption von BSA im Membranreaktor; Inkubation von 1 mg/mL BSA in 700 mL TMA-

Puffer pH 7,5 im MBR (Aufbau siehe Abbildung 2.2, Seite 41); Probenahme nach 5 und nach 20 Minuten; 

Bestimmung der Proteinkonzentration mittels Bradford-Assay (Kapitel 2.5.1.1, Seite 43) mit n = 3; 
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In dem folgenden Experiment wurde ein Überschuss von BSA im Reaktionsansatz verwen-

det, um vor Enzymzugabe die Protein-adsorbierenden Oberflächen abzusättigen. Der Reak-

tionsraum des MBR wurde mit Reaktionspuffer gefüllt und eine finale Konzentration von 

10 mg/mL BSA zugesetzt. Die Ethylen- und Sauerstoffversorgung erfolgte wieder über die 

angrenzenden Kammern. Nach einer Inkubationszeit von etwa 20 Minuten wurde die Reakti-

on (E3) durch Zugabe der Enzyme gestartet. In Abbildung 3.26 sind die Substrat- und Pro-

duktkonzentrationen des enzymatischen Umsatzes von Ethylen in Gegenwart von BSA dar-

gestellt. 

Mit dem Reaktionsbeginn stieg die Ethylenoxidkonzentration deutlich an und eine Abnahme 

der Substratkonzentrationen von Sauerstoff und Ethylen war zu erkennen. Aus dem initialen 

Anstieg der Produktkonzentration wurde eine spezifische Aktivität von 488 mU/mg bestimmt. 

Im Vergleich zum Ethylenumsatz in 10 mL-Maßstab (Reaktion E2, Abbildung 3.23, Seite 77) 

ist die spezifische Aktivität etwas geringer (siehe Tabelle 3.6, Seite 81). Die Geschwindigkeit 

der Produktbildung nahm im Reaktionsverlauf ab. Die Produktkonzentration näherte sich 

nach etwa 50 Minuten einem Maximum von 1080 µM an. 

Die Substratkonzentrationen erreichten nach zehn Minuten ein Minimum von 800 µM Sauer-

stoff und 310 µM Ethylen. Danach stiegen die Substratkonzentrationen wieder. Der Verlauf 

der Substratkonzentrationen lässt sich wie folgt erklären: Zu Beginn der Reaktion wurden 

Sauerstoff und Ethylen verbraucht. Je größer die Differenz der jeweiligen Konzentration in 

Lösung zur Gleichgewichtskonzentration war, desto höher war die Diffusionsrate des Gases 

durch die Siloxanmembran in die Reaktionslösung. Im Reaktionsverlauf nahm die Reakti-

onsgeschwindigkeit ab. Nach etwa 15 Minuten überstieg die Diffusionsgeschwindigkeit die 

Geschwindigkeit des Substratverbrauchs. Dadurch stiegen die Konzentrationen von Ethylen 

und Sauerstoff wieder. Obwohl Sauerstoff und Ethylen vorhanden waren, sank die Reakti-

onsgeschwindigkeit und die Produktkonzentration näherte sich einem Maximum an. 

Durch den Einsatz im MBR konnte die Substratversorgung der sMMO sichergestellt werden, 

ohne dass ein explosionsfähiges Gemisch aus Sauerstoff und Ethylen gebildet wurde. Das 

Abbildung 3.26 (Reaktion E3): Umsatz von Ethylen mit der sMMO im Membranreaktor nach Zusatz von 

BSA; Verlauf der Substratkonzentrationen von Ethylen (orange) und Sauerstoff (blau) und der Produkt-

konzentration Ethylenoxid (schwarz); Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.6.2 (Seite 40); V = 700 

mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 5 µM; c(Cat) = 500 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; 

c(NADH) = 1 mM; c(BSA) = 10 mg/mL; pO2 = 1,5 bar, pC2H4 = 1 bar; Analyse mittels MS (VarioOne, Kapitel 

2.5.7, Seite 46); Darstellung der Progresskurven einer Reaktion. Die Reaktion wurde 2x mit vergleichba-

rem Verlauf durchgeführt. 

Reaktion E3 
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Reaktionsvolumen wurde von 10 mL (Reaktion E1 und E2) auf 700 mL (Reaktion E3) erhöht 

und es konnten nach Zusatz von 10 mg/mL BSA vergleichbare Produktkonzentrationen von 

1 mM Ethylenoxid erreicht werden (Tabelle 3.6, Seite 81). In weiterführenden Experimenten 

konnte bestätigt werden, dass 10 mg/mL BSA keinen negativen Einfluss auf die sMMO-

Aktivität hat (Anhang 8.8, Seite 155). Da es nicht möglich war, die im MBR eingesetzte 

Stoffmenge an Ethylen zu ermitteln, wurde für Reaktion E3 keine Ausbeute berechnet. Im 

Vergleich zum 10-mL-Batch-Ansatz ermöglicht der MBR eine semi-kontinuierliche Reaktions-

führung, indem eine kontinuierliche Substratversorgung über die Membranoberflächen er-

folgt. Eine Abtrennung des Produktes wurde in diesem Fall nicht untersucht.  

Der MBR stellt ein geeignetes Reaktionssystem zur Selektivoxidation des gasförmigen Sub-

strats Ethylen mit der sMMO dar. Innerhalb von 50 Minuten konnten 33,3 mg Ethylenoxid 

enzymatisch produziert werden. 

Tabelle 3.6: Zusammenfassung der Ergebnisse zum enzymatischen Umsatz von Ethylen, (*) bezogen auf 

die zu Reaktionsbeginn gelöste Substratmenge 
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Einheit µM µmol µM µmol µM mg min 
 

% mU/mg 

E1 (Abbildung 3.21) 5 208 1043 0,38 38 0,02 10 7,6 0,2 54,1 

E2 (Abbildung 3.23) 2 208 934 9,7 970 0,43 50 485 4,7 680 

E3 (Abbildung 3.26) 2 n.b. 771 756 1080 33,3 60 540 n.b. 488 

 

3.5.2 Enzymatischer Umsatz von Benzol 

Das flüssige Substrat Benzol stellt andere Herausforderungen an das Reaktionssystem als 

das gasförmige Ethylen. Benzol ist nur begrenzt in Wasser löslich (c = 22,7 mM bei 30 °C) 

und evaporiert aufgrund des hohen Dampfdrucks (15,5 kPa bei 30 °C [Arnold et al., 1958; 

GESTIS-Stoffdatenbank, 2021a]) leicht aus wässrigen Lösungen. Die kinetischen Untersu-

chungen zum sMMO-katalysierten Umsatz von Benzol (Kapitel 3.4, Abbildung 3.22A, Seite 

75) zeigen eine Substratüberschusshemmung. Der ermittelte Ki-Wert beträgt 1,6 mM. Ziel 

der folgenden Versuche war die Entwicklung eines Reaktionssystems, welches die limitie-

renden Faktoren, die sich aus den Eigenschaften des Substrates Benzol ergeben, berück-

sichtigt und eine Steigerung der Produktausbeute und der TTN ermöglicht. In Tabelle 3.8 

(Seite 87) sind die Reaktionsbedingungen und Ergebnisse verschiedener Reaktionen zum 

enzymatischen Benzolumsatz zusammengefasst. 

3.5.2.1 Benzolumsatz im 1-Phasen-System 

Ausgehend von den Ergebnissen von Reaktion B1 (Abbildung 3.18, Seite 69) wurden die in 

Kapitel 3.2 identifizierten Maßnahmen zur Eliminierung umsatzlimitierender Faktoren ange-

wendet. In einem Volumen von 4 mL wurde der Umsatz von 3 mM Benzol (12 µmol) mit 

5 µM sMMO in Anwesenheit der Kaskadenenzyme Katalase und GDH untersucht (Reaktion 

B2). Die Konzentrationen der möglichen Hydroxylierungsprodukte (Abbildung 3.17) sollten 

zeitaufgelöst, diskontinuierlich verfolgt werden. Der Versuchsablauf ist in Kapitel 2.4.4 (Seite 

37) beschrieben.  
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In Abbildung 3.27 ist der Verlauf der Produktkonzentrationen der Reaktion B2 dargestellt. 

Aus dem Anfangsanstieg ließ sich eine spezifische Aktivität von 78,6 mU/mg bestimmen. 

Neben Phenol als primärem Hydroxylierungsprodukt wurde auch Hydrochinon als dihydroxy-

liertes Produkt nachgewiesen. Hydrochinon ist in diesen Versuchen als einziges sekundäres 

Oxidationsprodukt dargestellt. Die Isomere Resorcin und Brenzcatechin (Abbildung 3.17, 

Seite 68) waren lediglich in Spuren nachweisbar. Dreifach-hydroxylierte Produkte konnten 

nicht nachgewiesen werden. 

Zu Beginn der Reaktion B2 wurde zunächst Phenol (schwarz) gebildet. Die Konzentration 

stieg innerhalb von 60 Minuten auf 1,8 mM an. Im weiteren Verlauf nahm die Phenolkonzent-

ration ab und Hydrochinon (rot) wurde gebildet. Nach 120 Minuten ist das zuvor gebildete 

Phenol zu Hydrochinon weiteroxidiert worden. Nur noch geringe Mengen Phenol waren 

nachweisbar. Die finale Hydrochinon-Konzentration lag bei 2,7 mM (10,8 µmol). Dies ent-

spricht einer Ausbeute von 90 % bezogen auf die eingesetzte Substratmenge an Benzol.  

Im Vergleich zum enzymatischen Benzolumsatz ohne Kaskadenenzyme in Reaktion B1 

(Abbildung 3.18, Seite 69) konnte durch den Einsatz der Katalase, die Regeneration von 

NADH und die Verbesserung der Sauerstoffversorgung die finale Produktkonzentration von 

55 µM auf 2,7 mM und die TTN von 55 auf 536 erhöht werden (siehe Tabelle 3.8, Seite 87). 

Neben Benzol wurde auch Phenol von der sMMO als Substrat genutzt. In weiterführenden 

Experimenten wurde ein KM-Wert für Phenol von 1,4 mM bestimmt (Daten nicht gezeigt). In 

Reaktion B2 stieg die Phenolkonzentration in den ersten 40 Minuten über den KM. Dement-

sprechend sank die Benzolkonzentration, weshalb die Hydroxylierung von Phenol nach etwa 

60 Minuten kinetisch bevorzugt wurde. Am Ende der Reaktion lag ausschließlich Hydrochi-

non als Produkt vor.  

Der Fokus des Projektes sollte auf der enzymatischen Produktion von Phenol liegen. Des-

wegen wurde in einem folgenden Versuch ein anderer Ansatz der Substratversorgung ver-

folgt. Zu dem Reaktionsvolumen von 4 mL wurden 200 µL Benzol (2240 µmol) gegeben, 

sodass sich ein zweiphasiges System aus einer organischen Benzol-Phase und dem wässri-

gen Reaktionspuffer bildete. Auf diese Weise wurde sichergestellt, dass der Reaktionspuffer 

Abbildung 3.27 (Reaktion B2): Umsatz von Benzol mit der sMMO; Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 

2.4.4 (Seite 37); V = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 5 µM; c(Benzol) = 3 mM; c(Cat) = 

500 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, 

Seite 44); Mittelwert aus n = 2 Reaktionen. 

 

Reaktion B2 
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mit Benzol gesättigt war. Die Benzol-Konzentration betrug somit 23 mM. Das Ergebnis der 

Reaktion B3 mit gesättigter Benzolkonzentration ist in Abbildung 3.28 dargestellt.  

Die spezifische Aktivität zu Reaktionsbeginn betrug 19,9 mU/mg und war damit geringer als 

in Reaktion B2 (Benzol-Startkonzentration 3 mM, Abbildung 3.27, Seite 82). Dieses Ergebnis 

korreliert gut mit der Substratüberschusshemmung, die für den Umsatz von Benzol durch die 

sMMO beobachtet wurde (Kapitel 3.4, Seite 73). 

Die Phenolkonzentration stieg innerhalb von 180 Minuten auf 1,5 mM an und stagnierte an-

schließend. Im gesamten beobachteten Zeitraum stieg die Hydrochinonkonzentration nur auf 

200 µM an. Phenol war das Hauptprodukt der Reaktion. Im Gegensatz zu Reaktion B2 

(Abbildung 3.27) stand über den gesamten Reaktionszeitraum des Enzyms Benzol als Sub-

strat zur Verfügung und wurde gegenüber Phenol als Substrat präferiert. Die beschriebenen 

Reaktionsbedingungen haben demnach einen selektiven Einfluss auf das Produktspektrum. 

Für das Ziel einer selektiven Oxidation von Benzol zu Phenol scheint eine geringe Substrat-

menge aufgrund der Weiteroxidation von Phenol ungeeignet. Eine Erhöhung der Substrat-

konzentration führt jedoch zu einem inhibierenden Effekt des Benzols und verringert damit 

die Reaktionsgeschwindigkeit. Eine kontinuierliche Zugabe von Benzol könnte sicherstellen, 

dass über den gesamten Reaktionszeitraum Benzol als Substrat für die sMMO zur Verfü-

gung steht, und die Inhibierung durch hohe Benzolkonzentrationen verringert wird. Eine ma-

nuelle Zugabe in regelmäßigen Intervallen erwies sich in dem verwendeten Reaktionssystem 

als ungeeignet, da sich durch die Evaporation von Benzol und die diskontinuierliche Analytik 

die Benzolkonzentration nur schwer kontrollieren ließ (Daten nicht gezeigt). 

3.5.2.2 Benzolumsatz im 2-Phasen-System 

Im Folgenden wurde das in Kapitel 3.5.2.1 beschriebene 2-Phasen-Reaktionssystem zur 

enzymatischen Phenolproduktion, bestehend aus einer organischen und einer wässrigen 

Phase, genauer auf seine Anwendbarkeit untersucht. Die organische Phase (P1) sollte als 

Substratreservoir dienen, und eine konstante Versorgung von Benzol durch Diffusion von der 

organischen in die wässrige Phase (P2) ermöglichen. In dieser sollte der enzymatische Um-

Abbildung 3.28 (Reaktion B3): Umsatz von gesättigter Benzol-Lösung mit der sMMO; Versuchsaufbau 

beschrieben in Kapitel 2.4.4 (Seite 37); V = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 5 µM; c(Cat) = 

500 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Zugabe von 200 µL Benzol; c(Benzol) = 

23 mM (gesättigt); Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44); Mittelwert aus n = 2 Reaktionen. 

 

Reaktion B3 
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satz stattfinden. Nach dem Nernstschen Verteilungsgesetzt ist das Verhältnis der Konzentra-

tionen eines Stoffes (K, Gleichung 3.5) in zwei nicht miteinander mischbaren Phasen kon-

stant. 

 

K =
cBenzolin P1

cBenzolin P2
    

   

Die durch das Konzentrationsverhältnis festgelegte Konstante kann experimentell bestimmt 

werden. Über das Verteilungsgleichgewicht kann anschließend der Benzolanteil in der wäss-

rigen Phase während der enzymatischen Reaktion kontrolliert werden, sodass Benzol immer 

als präferiertes Substrat zur Verfügung steht und gleichzeitig der inhibierende Effekt eines 

Substratüberschusses minimiert wird. Die Auswahl der organischen Phase ist dabei essen-

ziell. Obwohl die Lösungsmittel nicht mit Wasser mischbar sind, können sich geringe Men-

gen in der wässrigen Phase lösen und dadurch die Aktivität der sMMO beeinflussen. Außer-

dem könnte der Kontakt der Enzyme zum organischen Lösungsmittel an der Grenzfläche der 

beiden Phasen die Proteine destabilisieren. Basierend auf einer Literaturrecherche wurden 

zunächst n-Hexan, 1-Decanol und n-Decan als organische Lösungsmittel ausgewählt und 

deren Einfluss auf die Aktivität der sMMO untersucht [Antonini et al., 1981; Fernandes und 

Cabral, 2008; Liu et al., 2021]. In Tabelle 3.7 sind die Werte für die Löslichkeit des jeweiligen 

organischen Lösungsmittels in Wasser aufgelistet. Sowohl n-Hexan als auch 1-Decanol sind 

in Wasser geringfügig löslich, die Löslichkeit von n-Decan ist deutlich geringer. n-Hexan ist 

bereits als Substrat für die sMMO beschrieben, 1-Decanol und n-Decan bisher nicht [Green 

und Dalton, 1989]. Ein KM-Wert für n-Hexan ist nicht bekannt.  

Der Einfluss der Lösungsmittel auf die sMMO wurde durch Messung der sMMO-Aktivität in 

lösungsmittelgesättigtem Puffer überprüft. Dabei wurde der Umsatz des Modellsubstrats Nit-

robenzol photometrisch verfolgt. Aus dem initialen Anstieg der Produktkonzentration wurde 

die Aktivität der sMMO bestimmt. Der Ablauf des Nitrobenzol-Assays ist in Kapitel 2.4.2 (Sei-

te 36) beschrieben. Die ermittelten Aktivitätswerte sind in Abbildung 3.29 aufgetragen. 

In n-Hexan- und 1-Decanol-gesättigtem Reaktionspuffer konnten nur geringe Aktivitätswerte 

für den Nitrobenzolumsatz durch die sMMO detektiert werden. Dies könnte auf einen desta-

bilisierenden Einfluss des Lösungsmittels auf das Enzym zurückzuführen sein. Zudem könn-

te die sMMO auch n-Hexan bzw. 1-Decanol als Substrate akzeptieren und zu Hexanol oder 

Decandiol umsetzen. Diese möglichen Ursachen wurden nicht weiter untersucht, da die Lö-

sungsmittel n-Hexan und 1-Decanol nicht für weitere Versuche eingesetzt wurden. Die 

sMMO-Aktivität in n-Decan-gesättigtem Puffer entspricht etwa der Aktivität ohne organisches 

Lösungsmittel. Die sehr geringe Löslichkeit von n-Decan (0,35 µM, Tabelle 3.7) ist demnach 

von Vorteil. Das Enzym wird in Anwesenheit von n-Decan nicht destabilisiert. Zudem konn-

ten keine Produkte, die auf eine Hydroxylierung von n-Decan hinweisen, detektiert werden. 

Da kein Einfluss von n-Decan auf die Aktivität der sMMO zu erkennen war, wurde n-Decan 

im weiteren Verlauf der Experimente als organisches Lösungsmittel für den enzymatischen 

Umsatz im 2-Phasen-System verwendet. 

Das Verteilungsgleichgewicht für Benzol im TMA-Puffer/n-Decan-System wurde experimen-

tell bestimmt. Die Konzentration in der organischen Phase wurde mittels GC und die in der 

wässrigen Phase mittels HPLC gemessen (Kapitel 2.5.5, Seite 44 und Kapitel 2.5.6, Seite 

45). 

Gleichung 3.5 
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K =
cBenzol in n−Decan

cBenzol in TMA−Puffer
= 177   

Anschließend wurde der enzymatische Umsatz von Benzol in dem 2-Phasen-System aus n-

Decan und Reaktionspuffer untersucht. Dazu wurden in den Reaktionen B4 und B5 ver-

schiedene Anfangskonzentrationen von Benzol in n-Decan eingesetzt. 200 µL n-Decan mit 

Benzol (78,8 mM bzw. 362 mM) wurden zu 4 mL des Reaktionsansatzes gegeben. Es wurde 

ein Volumen von 200 µL organischer Phase ausgewählt, um einen ausreichenden Sauer-

stofftransfer in die wässrige Phase zu gewährleisten. Ein größeres Volumen n-Decan würde 

die wässrige Phase in diesem Reaktionsaufbau so überschichten, dass der Sauerstofftrans-

fer eingeschränkt ist. Nach Zugabe der organischen Phase zum Reaktionsansatz erfolgte 

eine 15-minütige Inkubation, damit sich das Konzentrationsgleichgewicht zwischen n-Decan 

und dem Reaktionspuffer einstellt. Dann wurde die Reaktion durch Zugabe von NADH in die 

wässrige Phase gestartet. 

In Abbildung 3.30 sind die Progresskurven des Benzolumsatzes im 2-Phasen-System mit 

78,8 mM (15,8 µmol) in Reaktion B4 und 362 mM (79 µmol) Benzol in Reaktion B5 als Start-

konzentration in der organischen Phase dargestellt. Die Benzolkonzentration von 78,8 mM 

als Anfangskonzentration in der organischen Phase wurde ausgewählt, da nach Einstellung 

des Verteilungsgleichgewichts eine theoretische Konzentration in wässriger Phase von ca. 

400 µM vorliegt, bei welcher die Reaktionsgeschwindigkeit der sMMO basierend auf der ki-

Gleichung 3.6 

Abbildung 3.29: Spezifische Aktivität der sMMO in Lösungsmittel-gesättigtem Puffer; Nitrobenzol-Assay 

beschrieben in Kapitel 2.4.2 (Seite 36); V = 0,5 mL (mit Lösungsmittel gesättigter) TMA-Puffer pH 7,5; 

T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; p-Nitrophenol detektiert bei 

λ = 420 nm; spez. Aktivität berechnet aus dem initialen Anstieg der Produktkonzentration, n = 3; Herstel-

lung Lösungsmittel gesättigter Puffer: TMA-Puffer wurden mit 1 mL des jeweiligen Lösungsmittels ge-

mischt und bei 30 °C für 15 min bei 600 rpm inkubiert, das benötigte Volumen wurde aus der unteren 

wässrigen Phase entnommen. 

Tabelle 3.7: Löslichkeit verschiedener organischer Lösungsmittel in Wasser 

Lösungsmittel Löslichkeit in Wasser bei 20 °C Referenz 

n-Hexan 151 µM [PubChem, 2021a] 

1-Decanol 253 µM [PubChem, 2021b] 

n-Decan 0,35 µM [PubChem, 2021c] 
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netischen Charakterisierung (Kapitel 3.4, Seite 73) maximal ist. Die angegebenen Produkt-

konzentrationen wurden in der wässrigen Phase gemessen. Die Analyse der organischen 

Phase am Ende der Reaktion zeigte lediglich Spuren von Phenol. Hydrochinon ließ sich nicht 

in der organischen Phase nachweisen.  

Aus dem initialen Anstieg wurde in Reaktion B4 eine spezifische Aktivität von 63,8 mU/mg 

bestimmt. Der Verlauf der Produktkonzentrationen in Reaktion B4 (Abbildung 3.30A) zeigt, 

dass zunächst Phenol gebildet wurde. Nach einer Stunde stagnierte die Phenolkonzentration 

und sank dann im weiteren Reaktionsverlauf auf 440 µM (1,76 µmol) ab. Die Hydrochinon-

konzentration begann nach zehn Minuten zu steigen und erreichte am Ende der Reaktion ein 

Maximum von 3400 µM (13,6 µmol).  

In der wässrigen Phase wurde Benzol zu Phenol umgesetzt. Dadurch sank die Benzolkon-

zentration in der wässrigen Phase und es fand ein Nachschub von Benzol durch Diffusion 

aus der organischen in die wässrige Phase statt. Die Rate der Diffusion ist abhängig von der 

Differenz der Benzolkonzentration zur Gleichgewichtskonzentration. In Reaktion B4 scheint 

der Verbrauch von Benzol höher gewesen zu sein als die Diffusionsrate, sodass der Benzol-

nachschub limitierend war und die sMMO auch Phenol zu Hydrochinon umsetzt. Nach neun 

Stunden betrug die Produktausbeute bezogen auf die eingesetzte Menge an Benzol 98 %. 

Die Produktverteilung lag bei 89 % Hydrochinon und 11 % Phenol. Die TTN konnte durch 

den kontinuierlichen Nachschub von Benzol aus der organischen Phase auf 1438 erhöht 

werden (Tabelle 3.8, Seite 87). 

In Reaktion B5 (Abbildung 3.30B) wurde die eingesetzte Menge an Benzol in der organi-

schen Phase auf 360 mM (79 µmol) erhöht, um auch in der wässrigen Phase einen Über-

schuss an Benzol zu generieren und damit Phenol als präferiertes Produkt zu erhalten.  

Die spezifische Aktivität zu Reaktionsbeginn betrug 101,9 mU/mg. Über den gesamten Re-

aktionsverlauf nahm die Phenolkonzentration zu und erreichte am Ende der Messung 

6750 µM (27 µmol). Die Hydrochinonkonzentration begann nach etwa einer Stunde zu stei-

gen und erreichte am Ende der Reaktion 1370 µM (5,5 µmol). 

Da deutlich mehr Substrat eingesetzt wurde, ist die prozentuale Produktausbeute mit 45 % 

im Vergleich zu Reaktion B4 (Abbildung 3.30A) geringer. Das Produktverhältnis wurde zu 

Abbildung 3.30: Umsatz von Benzol mit der sMMO im 2-Phasen-System; Versuchsaufbau beschrieben in 

Kapitel 2.4.4 (Seite 37); T = 30 °C; Vaq = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; c(sMMO) = 5 µM; c(Cat) = 500 µg/mL; 

c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44); Vorg = 

0,2 mL n-Decan; A (Reaktion B4): c(Benzol in n-Decan) = 78,8 mM; n(Benzol) = 15,8 µmol; B (Reaktion 

B5): c(Benzol in n-Decan) = 362 mM; n(Benzol) = 79 µmol; Analytik mittels GC (Kapitel 2.5.6, Seite 45); 

dargestellte Produktkonzentrationen in der wässrigen Phase gemittelt aus n = 2 Reaktionen; 

 

A B Reaktion B4 Reaktion B5 
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83 % Phenol und 17 % Hydrochinon verschoben und die TTN konnte auf 1899 gesteigert 

werden. In Reaktion B5 konnte ein kontinuierlicher Substratnachschub garantiert werden, 

sodass über einen Zeitraum von sieben Stunden bevorzugt Benzol zu Phenol umgesetzt 

wurde. 

 

Durch die in Kapitel 3.2 entwickelten und auf den Umsatz von Benzol angewendeten Reakti-

onsstrategien konnte der Zeitraum der sMMO-Aktivität von 20 Minuten (Reaktion B1, Abbil-

dung 3.20A) auf 180 Minuten (Reaktion B2, Abbildung 3.27) erhöht werden. Durch eine An-

passung der Substratzugabe mit Hilfe eines 2-Phasen-Systems konnte die Reaktionszeit auf 

420 Minuten erhöht werden (Reaktion B4 und B5, Abbildung 3.30). Die finale Produktkon-

zentration des Umsatzes von Benzol mit gereinigter sMMO konnte von 55 µM auf 8 mM und 

die TTN von 55 auf 1899 erhöht werden (Tabelle 3.8,). 

Tabelle 3.8: Zusammenfassung der Ergebnisse zum enzymatischen Umsatz von Benzol mit der sMMO;  

(*) Summe aus n(Hydrochinon) und n(Phenol) 
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Einheit µM µmol µmol min 
 

% mU/mg 

B1 (Abbildung 3.18) 1 2,5 0,14 20 55 5,5 110,6 

B2 (Abbildung 3.27) 5 12,0 10,8 120 536 90 78,6 

B3 (Abbildung 3.28) 5 2240 6,12 180 306 0,3 19,9 

B4 (Abbildung 3.30A) 5 15,8 15,5 420 1438 98 63,8 

B5 (Abbildung 3.30B) 5 79,0 32,5 420 1899 45 101,9 

 

3.5.3 Enzymatischer Umsatz von Naphthalin 

Naphthalin ist bei Raumtemperatur fest. Der bizyklische, aromatische Kohlenwasserstoff 

weist mit 242 µM bei 20 °C eine relativ geringe Löslichkeit in Wasser auf ([GESTIS-

Stoffdatenbank, 2021c]). Für das Ziel, die enzymatische Produktion von 1- und 2-Naphthol 

zu optimieren, stellt die Substratversorgung des Enzyms eine große Herausforderung dar. 

Um eine hohe Reaktionsgeschwindigkeit zu erreichen, sollte die Substratkonzentration deut-

lich über dem KM-Wert liegen. In Kapitel 3.4 (Abbildung 3.22B, Seite 73) wurde ein KM-Wert 

für Naphthalin von 380 µM bestimmt. Unter Reaktionsbedingungen ließen sich maximal 

340 µM Naphthalin lösen. In Vorversuchen wurde der Einfluss von organischen Lösungsmit-

teln wie Acetonitril oder DMSO auf die Aktivität der sMMO untersucht, um die Löslichkeit von 

Naphthalin zu erhöhen (siehe Anhang 8.7, Seite 155). Bereits bei einem Volumenanteil von 

0,5 % Acetonitril oder DMSO war die sMMO-Aktivität um etwa 80 % verringert. Der Einsatz 

dieser Cosolventien war demnach ausgeschlossen. In diesem Kapitel werden verschiedene 

Strategien der Substratzugabe vorgestellt, um den enzymatischen Umsatz von Naphthalin zu 

optimieren. Tabelle 3.9 (Seite 90) fasst die die Ergebnisse der Reaktionen mit Naphthalin als 

Substrat der sMMO vergleichend zusammen. 

Da sich die Löslichkeit von Naphthalin ohne Zusatz eines Lösungsvermittlers nicht erhöhen 

ließ, sollte untersucht werden, ob ein Überschuss an Naphthalin als Feststoff eingesetzt 

werden konnte. Die Konzentration in Lösung ließe sich dadurch nicht erhöhen, jedoch könnte 

ein konstanter Substratnachschub durch das Nachlösen gewährleistet werden. Ausgehend 
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von dem Versuchsaufbau der Reaktion N1 (Abbildung 3.20, Seite 70) wurde zunächst die 

Enzymkaskade aus Katalase und GDH zur Eliminierung von H2O2 und zur Regenration von 

NADH implementiert. In den Reaktionen N2 und N3 (Abbildung 3.31) wurden jeweils 5 mg 

(39 µmol) festes Naphthalin als Substrat in der Reaktion eingesetzt. In Reaktion N2 

(Abbildung 3.31A) wurde Naphthalin direkt als Granulat zugegeben. In Reaktion N3 

(Abbildung 3.31B) wurde das Naphthalin zuvor gemörsert um kleinere Partikel und somit 

eine größere Oberfläche zu erreichen. 

Die Produkte der Reaktion N2 (Abbildung 3.31A) waren zunächst 1- und 2-Naphthol. Die 

spezifische Aktivität der sMMO betrug 49,1 mU/mg. Das Produktverhältnis betrug in den ers-

ten 20 Minuten der Reaktionen 60 % 1-Naphthol und 40 % 2-Naphthol. Nach 30 Minuten war 

die Bildung von dihydroxylierten Naphthalin-Isomeren (DHN) erkennbar. Die Konzentration 

von 1-Naphthol sank nach 40 Minuten und die von 2-Naphthol blieb im weiteren Reaktions-

zeitraum konstant. Eine Mischung aus hauptsächlich 1,4- und 2,6-Dihydroxy-naphthalin bil-

deten nach 240 Minuten die Hauptprodukte der Reaktion.  

1-Naphthol und 2-Naphthol wurden von der sMMO als Substrat akzeptiert und weiter hydro-

xyliert. Am Ende der Reaktion waren noch ungelöste Naphthalin-Partikel in der Reaktion zu 

erkennen. Insgesamt wurden 12,5 % des eingesetzten Naphthalins umgesetzt. Die Ge-

schwindigkeit, mit der sich das feste Naphthalin nachlöste, war möglicherweise limitierend, 

sodass 1- und 2-Naphthol als Substrat präferiert wurde.  

In Reaktion N3 (Abbildung 3.31B) wurden ebenfalls zunächst 1- und 2-Naphthol im Verhält-

nis von 60:40 gebildet. Die spezifische Aktivität betrug 84,8 mU/mg. Bis zum Ende der Reak-

tion stiegen die Konzentrationen von 1- und 2-Naphthol auf 1570 bzw. 920 µM an. Nach 60 

Minuten war die Bildung von Dihydroxynaphthalin zu erkennen. Die finale Konzentration der 

dihydroxylierten Produkte lag mit 380 µM deutlich niedriger, als in Reaktion N2 (Abbildung 

3.31A).  

Da in dieser Reaktion Naphthalin gemörsert eingesetzt wurde, war die Geschwindigkeit des 

Nachlösens höher und es lag immer Naphthalin als präferiertes Substrat in Lösung vor. Auch 

bei dieser Reaktion befanden sich am Ende der Messung noch feste Naphthalin-Partikel im 

Reaktionsansatz. 29,5 % des eingesetzten Naphthalins wurden umgesetzt. 

Abbildung 3.31: Umsatz von Naphthalin mit der sMMO; Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.4 (Sei-

te 37); T = 30 °C; V = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; c(sMMO) = 5 µM; c(Cat) = 500 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; 

c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Zugabe von 5 mg (39 µmol) festem Naphthalin als Granulat (A, Reaktion 

N2) oder gemörsert (B, Reaktion N3); Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, Seite 44); Produktkonzentratio-

nen gemittelt aus n = 2 Reaktionen. 

 

A B Reaktion N3 
Reaktion N2 



Ergebnisse          89 

Durch die Implementierung der Enzymkaskade aus GDH und Katalase und die Anpassung 

des Reaktionsaufbaus konnte die finale Produktkonzentration des enzymatischen Umsatzes 

von Naphthalin von 54 µM auf 2880 µM erhöht werden. Die TTN konnte von 54 auf 575 ge-

steigert werden. Vergleichbar mit den Ergebnissen des Umsatzes von Benzol (Kapitel 3.5.2, 

Seite 81) bestimmt auch in diesem Fall die Substratverfügbarkeit das Produktspektrum. So-

wohl 1- als auch 2-Naphthol wurden von der sMMO hydroxyliert. Neben 1,4- und 2,6-

Dihydroxynaphthalin wurden in den Reaktionen N2 und N3 geringe Mengen von 1,5-, 1,6- 

und 1,7-Dihydroxynaphthalin nachgewiesen (vgl. Abbildung 3.19, Seite 69). 

3.5.3.1 Umsatz von Naphthalin in 2-Phasen-System 

Das zuvor für den Umsatz von Benzol eingesetzte 2-Phasen-System aus n-Decan und Re-

aktionspuffer (Kapitel 3.5.2.2, Seite 83) könnte auch für den Umsatz von Naphthalin Vorteile 

bieten. In den Reaktionen N2 und N3 (Abbildung 3.31, Seite 88) wurde Naphthalin als Fest-

stoff eingesetzt. Die Geschwindigkeit, mit der sich das Naphthalin nachlöste, stellte vermut-

lich einen limitierenden Faktor der Reaktion dar. Durch die Vergrößerung der zum Lösungs-

mittel exponierten Partikeloberfläche konnte die Geschwindigkeit erhöht werden. Hydropho-

be Partikel in Proteinlösungen können jedoch auch die Stabilität der Enzyme beeinflussen 

und die Aggregation von Proteinen begünstigen [Amin et al., 2014; Philo und Arakawa, 

2009].  

Mit einer organischen Phase als Substratreservoir konnte beim Umsatz von Benzol in den 

Reaktionen B4 und B5 (Abbildung 3.30, Seite 86) eine Reaktionsdauer von bis zu 420 Minu-

ten erreicht werden. Im Folgenden sollte untersucht werden, ob das 2-Phasen-System auch 

für das Substrat Naphthalin Vorteile bietet und mit einer längeren Reaktionsdauer auch die 

Produktausbeute steigert. Zunächst wurden das Verteilungsgleichgewicht von Naphthalin in 

dem System aus 0,2 mL n-Decan und 4 mL Reaktionspuffer bestimmt. 

𝐾 =
𝑐(𝑁𝑎𝑝ℎ𝑡ℎ𝑎𝑙𝑖𝑛 𝑖𝑛 𝑛−𝐷𝑒𝑐𝑎𝑛)

𝑐(𝑁𝑎𝑝ℎ𝑡ℎ𝑎𝑙𝑖𝑛 𝑖𝑛 𝑇𝑀𝐴−𝑃𝑢𝑓𝑓𝑒𝑟)
= 2860   

Um die maximale Konzentration von Naphthalin in der wässrigen Phase des 2-Phasen-

Systems zu erreichen, wurden 923 mM (185 µmol) in der organischen Phase eingesetzt. Der 

allgemeine Ablauf der Reaktion ist in Kapitel 2.4.4 (Seite 37) beschrieben. In Abbildung 3.32 

ist der Verlauf der Produktkonzentrationen in der wässrigen Phase der Reaktion N4 darge-

stellt. Die Konzentrationen in der wässrigen Phase wurden mittels HPLC bestimmt. Am Ende 

der Reaktion wurden Proben der organischen Phase gaschromatographisch analysiert. Aus-

gewählte Reaktionsparameter, sowie die Ausbeute und die TTN sind in der Übersichtstabelle 

(Tabelle 3.9, Seite 90) aufgeführt. 

Die spezifische Aktivität zu Beginn der Reaktion N4 betrug 28,4 mU/mg. Über einen Zeit-

raum von 120 Minuten stiegen die Konzentrationen von 1- und 2-Naphthol in der wässrigen 

Phase. Nach 60 Minuten Reaktionszeit stiegen auch die Konzentrationen an Dihydroxynaph-

thalin-Isomeren. Vorrangig wurden 1,4- und 2,6-Dihydroxynaphthalin gebildet. Nach 120 Mi-

nuten stagnierten die Produktkonzentrationen. Am Ende der Reaktion wurden in der wässri-

gen Phase 1051 µM 1-Naphthol und 620 µM 2-Naphthol und in der organischen Phase 

622 µM 1-Naphthol und 178 µM 2-Naphthol nachgewiesen. Aus der summierten Stoffmenge 

ergab sich ein Verhältnis von 63 % 1-Naphthol zu 37 % 2-Naphthol. Dihydroxynaphthalin-

Isomere konnten nur in der wässrigen Phase nachgewiesen werden, die Konzentration be-

trug 473 µM. Insgesamt konnten 8,18 µmol Produkt nachgewiesen werden, was einer Aus-

beute von 4,5 % bezogen auf die eingesetzte Naphthalinmenge entsprach. Die TTN betrug 

Gleichung 3.7 
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420. Im Vergleich dazu wurden in der Reaktion N3 mit 5 mg festem Naphthalin (Abbildung 

3.31B, Seite 88) eine TTN von 575 erreicht und 11,5 µmol Produkt gebildet, was einer Aus-

beute von 29,5 % entsprach.  

Weder die Reaktionszeit, noch die Ausbeute oder die TTN konnten durch die Substratver-

sorgung aus der organischen Phase und damit einer Vermeidung fester Naphthalin-Partikel 

in der Reaktionslösung verbessert werden. Für den Umsatz des Zielsubstrats Naphthalin ist 

der Reaktionsaufbau, in dem ein Überschuss an gemörsertem Naphthalin zugegeben wurde, 

am besten geeignet. Dennoch konnte gezeigt werden, dass auch Naphthalin als Substrat 

über eine organische Phase dem Reaktionssystem zugeführt werden kann und ein kontinu-

ierlicher Nachschub des Substrates in die wässrige Phase ermöglicht wird. Dieses Ergebnis 

bietet eine Grundlage für die nachfolgenden Untersuchungen zum Umsatz von Substratge-

mischen durch die sMMO. 

Tabelle 3.9: Zusammenfassung der Ergebnisse zum enzymatischen Umsatz von Naphthalin; (*) Summe 

aus n(1-Naphthol), n(2-Naphthol) und n(DHN) 

R
e
a
k
ti

o
n

 

c
(s

M
M

O
) 

n
(N

a
p

h
th

a
li
n

) 

n
(P

ro
d

u
k
t)

* 

R
e
a
k
ti

o
n

s
d

a
u

e
r 

T
T

N
 

P
ro

d
u

k
t-

a
u

s
b

e
u

te
* 

s
p

e
z
. 
A

k
ti

v
it

ä
t 

d
e
r 

s
M

M
O

 

Einheit µM µmol µmol min 
 

% mU/mg 

N1 (Abbildung 3.20) 1 0,75 0,14 20 54 18,0 128,4 

N2 (Abbildung 3.31A) 5 39,0 4,9 120 245 12,5 49,1 

N3 (Abbildung 3.31B) 5 39,0 11,5 120 575 29,5 84,8 

N4 (Abbildung 3.32) 5 185 8,4 120 420 4,5 28,4 

  

Abbildung 3.32 (Reaktion N4): Umsatz von Naphthalin mit der sMMO im 2-Phasen-System; Versuchsauf-

bau beschrieben in Kapitel 2.4.4 (Seite 37); T = 30 °C; Vaq = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; c(sMMO) = 5 µM; 

c(Cat) = 500 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Analyse mittels HPLC (Kapitel 

2.5.5, Seite 44); Vorg = 0,2 mL n-Decan; c(Naphthalin in n-Decan) = 923 mM; n(Naphthalin) = 185 µmol; 

Analytik mittels GC (Kapitel 2.5.6, Seite 45); dargestellte Produktkonzentrationen in der wässrigen Phase 

gemittelt aus n = 2 Reaktionen. 

Reaktion N4 
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3.6 Kombination von Chemo- und Biokatalyse 

Das Projekt, in welches die vorliegende Arbeit eingebettet war, basierte auf einem kombina-

torischen Ansatz aus Chemo- und Biokatalyse. Mittels chemischer Dehydroaromatisierung 

sollte Methan als Ausgangsstoff bevorzugt zu den drei intermediären Produkten Ethylen, 

Benzol und Naphthalin umgesetzt werden. Diese sollten in einem zweiten Schritt biokataly-

tisch hydroxyliert und damit aufgewertet werden. Der Fokus wurde dabei auf die Produktion 

von Phenol gelegt. Ziel der vorliegenden Arbeit war es, diese Biokatalyse-Reaktionen en-

zymatisch mit gereinigten Enzymkomponenten durchzuführen (siehe Kapitel 1.2, Seite 18). 

Die Untersuchungen der Chemokatalyse wurden vom Projektpartner Leibniz Institut für Kata-

lyse in Rostock (LIKAT) durchgeführt. Einen Überblick über die aktuelle Forschung zur Met-

handehydroaromatisierung bieten K. Sun und Kollegen [Sun et al., 2018]. Neben Ethylen, 

Benzol und Naphthalin wurden in den Untersuchungen zur Methandehydroaromatisierung 

auch andere aromatische Verbindungen wie Toluol und Pyren in geringen Mengen syntheti-

siert. Die Zusammensetzung eines Produktgemisches der Methankupplung, welches vom 

LIKAT bereitgestellt wurde und im Rahmen der vorliegenden Arbeit enzymatisch umgesetzt 

werden sollte, ist in Tabelle 3.10 dargestellt. 

Tabelle 3.10: Zusammensetzung des Gemisches kondensierter Produkte der chemischen Methandehyd-

roaromatisierung (Daten von Stefan Peters, Leibniz Institut für Katalyse, Rostock).  

Substanz Masse 

Benzol 111.7 mg 

Naphthalin 16.9 mg 

Toluol 7.7 mg 

Anthracen 0.1 mg 

Pyren 2.8 mg 

  

Nach der chemischen Reaktion wurden die Produkte bei < -70 °C in einer Kühlfalle konden-

siert und bei -20 °C gelagert, um einen Verlust von Benzol durch Evaporation zu verhindern. 

Ethylen wurde bei den Untersuchungen zum Umsatz von Substratgemischen nicht berück-

sichtigt, da es als gasförmiges Produkt sofort abgetrennt wurde, und nicht im Anschluss an 

die Methandehydroaromatisierung kondensiert wurde.  

3.6.1 Enzymatischer Umsatz von Produktgemischen aus der 

Methandehydroaromatisierung im 4-mL-Maßstab 

Ziel des folgenden Versuches war die enzymatische Hydroxylierung von Substratgemischen. 

Dabei sollten zunächst artifizielle Gemische der Substanzen mit der entsprechenden stöchi-

ometrischen Zusammensetzung eingesetzt werden. Anschließend sollten Proben aus der 

Methandehydroaromatisierung als Substrat verwendet werden. Die Resultate der in Kapitel 

3.5.2.2 (Seite 83) beschriebenen Ergebnisse zeigten, dass durch die Substratzugabe über 

eine organische Phase die Reaktionszeit und die finale Produktausbeute der enzymatischen 

Benzol-Hydroxylierung erhöht werden konnten. Da Benzol mit 80 % (w/w) der Hauptbestand-

teil in den Substratgemischen aus der Methandehydroaromatisierung ist (Tabelle 3.10), wur-

de auch in diesem Versuch das in Kapitel 3.5.2.2 vorgestellte 2-Phasen-System zur kontrol-

lierten Substratzugabe verwendet. n-Decan als Lösungsmittel ermöglichte außerdem einen 

verlustfreien Transfer der Substanzgemische aus der Methandehydroaromatisierung in den 

enzymatischen Reaktionsansatz. Alle kondensierten Zwischenprodukte konnten mit n-Decan 

aus der Kühlfalle der Chemokatalyse gelöst werden. Die Konzentrationen der in n-Decan 

gelösten Stoffe wurden mittels GC (Kapitel 2.5.6, Seite 45) bestimmt. Die Proben wurden auf 
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die benötigten Konzentrationen verdünnt. Dabei wurden Konzentrationen und Volumina ent-

sprechend der Versuche zum Benzolumsatz (Kapitel 3.5.2) gewählt.  

200 µL n-Decan mit dem jeweiligen Substratgemisch wurden zu 4 mL wässriger Reaktions-

lösung gegeben. In dieser wurden 5 µM sMMO inklusive Katalase und GDH eingesetzt. In 

den Reaktionen M1 und M2 wurden zunächst artifizielle Substratgemische eingesetzt. In M1 

bestand das Substratgemisch aus Benzol und Naphthalin, in M2 aus Benzol, Naphthalin und 

Toluol. Das Stoffmengenverhältnis der Substrate entsprach jeweils dem der Realproben aus 

der Methandehydroaromatisierung. In den Reaktionen M3, M4, M5 und M6 wurden dann in 

n-Decan gelöste Produktgemische aus der Methandehydroaromatisierung als Realproben für 

die enzymatische Hydroxylierung im 2-Phasen-System eingesetzt. Dabei wurden sowohl die 

Substratmenge, als auch die Enzymmenge variiert. In Tabelle 3.11 sind die Stoffmengen der 

einzelnen Substrate, die in der jeweiligen Reaktion eingesetzt wurden, aufgelistet. Die Pro-

duktkonzentrationen in der wässrigen Phase wurden über den gesamten Reaktionszeitraum 

diskontinuierlich mittels HPLC gemessen. Nach der Reaktion wurde die Zusammensetzung 

der organischen Phase mittels GC analysiert. Die Progresskurven der einzelnen Reaktionen 

sind in Abbildung 3.33 dargestellt. Eine Zusammenfassung der Reaktionsbedingungen und 

der entsprechenden Ergebnisse ist in Tabelle 3.12 (Seite 96) dargestellt.  

 

 

Tabelle 3.11: Zusammensetzung der eingesetzten Substratgemische; sMMO in Vaq = 4 mL TMA-Puffer pH 

7,5; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Vorg = 0,2 mL n-Decan mit der jeweiligen Sub-

stratmenge; (**) Realprobengemisch aus der Methandehydroaromatisierung als Substrat eingesetzt 
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Einheit µM µmol µmol µmol 

M1 (Abbildung 3.33A) 5 72,4 6,7 0 

M2 (Abbildung 3.33B) 5 72,4 6,7 4,2 

M3 (Abbildung 3.33C)** 5 72,4 7,4 4,8 

M4 (Abbildung 3.33D)** 5 14,5 1,5 1,0 

M5 (Abbildung 3.33E)** 2 72,4 7,4 4,8 

M6 (Abbildung 3.33F)** 2 14,5 1,5 1,0 
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A B 

C D 

E F 

Reaktion M1 Reaktion M2 

Reaktion M3 Reaktion M4 

Reaktion M5 Reaktion M6 

Abbildung 3.33: Umsatz verschiedener Substratgemische mit der sMMO im 2-Phasen-System; allgemei-

ner Versuchsaufbau beschrieben in Kapitel 2.4.4 (Seite 37);T = 30 °C; Vaq = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; 

c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Reaktionen A bis D: c(sMMO) = 5 µM; c(Cat) = 

500 µg/mL; Reaktionen E und F: c(sMMO) = 2 µM; c(Cat) = 200 µg/mL; Analyse mittels HPLC (Kapitel 2.5.5, 

Seite 44); Vorg = 0,2 mL n-Decan; eingesetzte Substratmengen in n-Decan siehe Tabelle 3.11 (Seite 92); 

Analytik mittels GC (Kapitel 2.5.6, Seite 45); Produktkonzentrationen in der wässrigen Phase gemittelt aus 

n = 2 Reaktionen. 
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Abbildung 3.34 (Seite 94) fasst die Ergebnisse der einzelnen Reaktionen zusammen. Zu 

jedem Ansatz sind die eingesetzten Stoffmengen der einzelnen Substrate und die finalen 

Stoffmengen der detektierten Produkte dargestellt. Die Stoffmenge der Substrate wurde aus 

der GC-Analyse der eingesetzten organischen Phase kalkuliert. Die Stoffmengen der Pro-

dukte ergeben sich aus der Summe der am Reaktionsende in der wässrigen und in der or-

ganischen Phase detektierten Konzentrationen. Die Reaktionen werden im Folgenden ein-

zeln betrachtet. 

 

In Reaktion M1 (Abbildung 3.33A) wurde ein artifizielles Gemisch aus 72 µmol Benzol und 

6,7 µmol Naphthalin in 200 µL n-Decan eingesetzt. Zur Berechnung der spezifischen Aktivi-

tät wurde der initiale Anstieg der Summe aller detektierten Produkte ermittelt. Die daraus 

berechnete spezifische Aktivität betrug 113,4 mU/mg. Der Verlauf der Produktkonzentratio-

nen ist vergleichbar mit dem Umsatz von Benzol im 2-Phasen-System in Reaktion B5 

(Abbildung 3.30, Seite 86). Nach 300 Minuten wurden 46 % des Benzols zu 25 µmol Phenol 

und 8,5 µmol Hydrochinon umgesetzt. Mit 68 nmol 1-Naphthol und 44 nmol 2-Naphthol wur-

den lediglich 1,7 % des eingesetzten Naphthalins umgesetzt.  

In Reaktion M2 (Abbildung 3.33B) wurde ein Gemisch aus 72 µmol Benzol, 6,7 µmol Naph-

thalin und 4,2 µmol Toluol als Substrat zugegeben. Nach 300 Minuten wurden 20 µmol Phe-

nol, 5,4 µmol Hydrochinon, 51 nmol 1-Naphthol, 33 nmol 2-Naphthol, 465 nmol Benzylalko-

hol und 114 nmol p-Kresol als Produkte nachgewiesen. Demzufolge wurden 35 % des ein-

gesetzten Benzols, 1,3 % des eingesetzten Naphthalins und 14 % des eingesetzten Toluols 

Abbildung 3.34: Umsatz von Substratgemischen in 2-Phasen-System, Summe der eingesetzten Stoff-

mengen der Substrate und Summe der Stoffmengen der Produkte nach Abbruch der Reaktion; Reakti-

onsbedingungen siehe jeweilige Abbildung (3.32, 3.35) 
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umgesetzt. Benzol bleibt auch beim Zusatz mehrerer Substrate das bevorzugte Substrat. Mit 

Hilfe des Verteilungsgleichgewichts aus Gleichung 3.7 (Seite 89) lässt sich die theoretisch in 

der wässrigen Phase zu Reaktionsbeginn vorliegende Naphthalinkonzentration berechnen. 

Die für die sMMO verfügbaren Konzentrationen von Naphthalin in der wässrigen Phase der 

Reaktionen M1 und M2 betrugt lediglich 11,7 µM, sodass die resultierende Reaktionsge-

schwindigkeit für den Umsatz von Naphthalin sehr gering ist (siehe Kapitel 3.4, Seite 73). Die 

eingesetzte Konzentration von Toluol war noch geringer, sodass eine höhere Reaktionsge-

schwindigkeit für den Umsatz von Toluol nicht zu erwarten war. Kinetische Untersuchungen 

mit Toluol als Substrat wurden nicht durchgeführt. Dennoch kann anhand der eingesetzten 

Konzentrationen begründet werden, dass der Umsatz von Benzol kinetisch bevorzugt wird 

und die Hydroxylierungsprodukte Phenol und Hydrochinon die Hauptprodukte der Reaktio-

nen M1 und M2 darstellen.  

Die Produktausbeute in den Reaktion M1 und Reaktion M2 nimmt im Vergleich zur Reaktion 

B5 mit Benzol im 2-Phasen-System (Abbildung 3.30, Seite 86) ab, obwohl eine vergleichbare 

Menge an Benzol eingesetzt wurde. Vermutlich sind die geringen Konzentrationen von 

Naphthalin und Toluol in der wässrigen Phase ausreichend, um von einem Teil der sMMO-

Fraktion mit geringer Geschwindigkeit umgesetzt zu werden. Dieser Teil der sMMO-Fraktion 

steht dann vorübergehend für den Umsatz von Benzol nicht zur Verfügung, sodass in dem 

Zeitraum, in dem die sMMO aktiv ist, insgesamt weniger Benzol umgesetzt wird. 

Basierend auf diesen Ergebnissen ist für den Umsatz der Realproben zu erwarten, dass 

auch Phenol und Hydrochinon die Hauptprodukte sind, und dass aufgrund geringer Mengen 

weiterer Substrate (Anthracen und Pyren) die Ausbeute etwas geringer sein könnte. 

In Reaktion M3 (Abbildung 3.33C, Seite 93) wurde das reale Produktgemisch aus der Me-

thankupplung (Tabelle 3.10, Seite 91) als Substrat eingesetzt. Zusätzlich zu 72 µmol Benzol, 

7,4 µmol Naphthalin und 4,8 µmol Toluol enthielt die Probe geringe Mengen polyzyklischer 

Aromaten wie Pyren und Anthracen. Diese sind in Wasser nahezu unlöslich (Pyren 0,66 µM 

bei 20 °C [GESTIS-Stoffdatenbank, 2021d]; Anthracen 0,25 µM bei 25 °C [Haynes, 2014]). 

Die Konzentration in der organischen Phase war jedoch so gering, dass keine tri- oder tetra-

zyklischen Aromaten in der wässrigen Phase nachgewiesen werden konnten. In der Auswer-

tung wurden die geringen Mengen polyzyklischer Aromaten deswegen nicht berücksichtigt.  

Sowohl die spezifische Aktivität mit 99,9 mU/mg, als auch der Verlauf der Progresskurven ist 

vergleichbar mit den Ergebnissen der Reaktion M2 mit artifiziellem Substratgemisch. Nach 

300 Minuten Reaktionszeit wurden 19 µmol Phenol, 5,1 µmol Hydrochinon, 48 nmol 1-

Naphthol, 32 nmol 2-Naphthol, 528 nmol Benzylalkohol und 129 nmol p-Kresol gebildet. Es 

wurde keine Produkte der Hydroxylierung von Anthracen oder Pyren detektiert. Wie erwartet, 

stellen Phenol und Hydrochinon die Hauptprodukte der Reaktion dar. 29,5 % der eingesetz-

ten Substratmenge wurden ungesetzt. Die Ausbeute und damit auch die TTN ist etwas ge-

ringer als in Reaktion M2 (siehe Tabelle 3.11, Seite 92). Das Ergebnis bestätigt die Erwar-

tungen. Zwischen artifiziellem Substratgemisch und Realprobe aus der Methandehydroaro-

matisierung sind nur geringe Unterschiede zu erkennen. 

Um die prozentuale Produktausbeute zu erhöhen, wurde als nächstes die Substratkonzent-

ration in der organischen Phase verringert. In Kapitel 3.5.2.2 (Seite 83) konnte die Produkt-

ausbeute des Benzolumsatzes durch eine geringere Substratkonzentration in der organi-

schen Phase auf 98 % gesteigert werden. Dabei wurde die Produktverteilung in Richtung 

von Hydrochinon verschoben (Reaktion B4, Abbildung 3.30A, Seite 86). In Reaktion M4 in 

diesem Experiment (Abbildung 3.33D, Seite 93) wurde das Substratgemisch aus der Met-

handehydroaromatisierung im Vergleich zur Reaktion M3 um den Faktor 5 auf eine Benzol-
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konzentration von 72,4 mM in der organischen Phase verdünnt. Die eingesetzte Benzol-

konzentration war damit vergleichbar mit der Reaktion B4. Insgesamt wurden 14,5 µmol 

Benzol, 1,48 µmol Naphthalin und 0,96 µmol Toluol in 200 µL n-Decan eingesetzt. 

Die spezifische Aktivität zu Reaktionsbeginn betrug 84 mU/mg und war damit etwas gerin-

ger, als in Reaktion M3, in welcher mehr Benzol eingesetzt wurde. Der Verlauf der Progress-

kurven ist vergleichbar mit den Ergebnissen von Reaktion B4 (Abbildung 3.33D, Seite 93). 

Zunächst wurde hauptsächlich Phenol gebildet. Bereits nach 30 Minuten stieg die Hydrochi-

nonkonzentration und nach ca. 180 Minuten war keine Konzentrationsänderung mehr zu 

beobachten. Am Ende der Reaktion konnten 1,82 µmol Phenol, 8 µmol Hydrochinon und 

191 nmol Benzylalkohol als Produkte nachgewiesen werden, was einer Produktausbeute von 

59 % entspricht. Die eingesetzten Konzentrationen von Naphthalin und Toluol waren so ge-

ring, dass die möglichen Produkte Naphthol und Kresol nicht quantifiziert werden konnten. 

Das Ergebnis spiegelt zum Teil die Erwartungen aus den Versuchen zum Benzolumsatz im 

2-Phasen-System wieder (Reaktion B4 und B5, Abbildung 3.30, Seite 86). Die prozentuale 

Ausbeute konnte durch eine Verringerung der Substratkonzentration gesteigert werden wäh-

rend die TTN verringert wurde. Die erhaltene Produktverteilung wurde in Richtung von Hyd-

rochinon verschoben. Im Vergleich zur Reaktion B4 wurde jedoch kein nahezu vollständiger 

Umsatz erreicht. 

In den Reaktionen M5 und M6 (Abbildung 3.33E und F, Seite 93) wurden die Bedingungen 

aus den Reaktionen M3 und M4 übernommen und mit geringerer sMMO Konzentration ge-

testet. Um die Ergebnisse mit den nachfolgenden Versuchen in Kapitel 3.6.2 (Seite 97) ver-

gleichbar zu machen, wurde die sMMO-Konzentration von 5 µM auf 2 µM gesenkt.  

In Reaktion M5 betrug die spezifische Aktivität 119 mU/mg und in Reaktion M6 140 mg/mL. 

Im Vergleich zu den Reaktionen mit 5 µM sMMO war die spezifische Aktivität höher (siehe 

Tabelle 3.11, Seite 92). Die Progresskurven der Reaktionen mit 2 µM sind vergleichbar mit 

denen der Reaktionen mit 5 µM sMMO. Die finalen Produktausbeuten sind mit 17 % in Reak-

tion M5 und 49 % in Reaktion M6 etwas geringer.  

In allen Reaktionen ist Benzol das präferierte Substrat des eingesetzten Gemisches, da die 

Verfügbarkeit in der wässrigen Phase am höchsten ist und das Enzym dieses Substrat kine-

tisch bevorzugt. 

 

Tabelle 3.12: Zusammensetzung und Ergebnisse des enzymatischen Umsatzes von Substratgemischen in 

V = 4 mL; (*) Summe aus n(Phenol), n(Hydrochinon), n(1-Naphthol), n(2-Naphthol), n(Benzylalkohol) und 

n(p-Cresol); (**) Realprobengemisch aus der Methandehydroaromatisierung als Substrat eingesetzt 
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Einheit µM µmol µmol µmol µmol min 
 

% mU/mg 

M1 (Abbildung 3.33A) 5 72,4 6,7 0 33,8 300 2113 42,7 113,4 

M2 (Abbildung 3.33B) 5 72,4 6,7 4,2 26,2 300 1578 31,4 90,7 

M3 (Abbildung 3.33C)** 5 72,4 7,4 4,8 24,8 300 1497 29,7 99,9 

M4 (Abbildung 3.33D)** 5 14,5 1,5 1,0 10,0 180 901 59,2 84,0 

M5 (Abbildung 3.33E)** 2 72,4 7,4 4,8 14,1 270 1757 16,6 118,7 

M6 (Abbildung 3.33F)** 2 14,5 1,5 1,0 8,2 180 1026 48,5 140,1 
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Die dargestellten Ergebnisse zeigen, dass der Reaktionsaufbau die Kontrolle über die Pro-

duktverteilung ermöglicht. Analog zu den artifiziellen Substratgemischen konnten Realproben 

aus der Methandehydroaromatisierung mit vergleichbaren Ausbeuten enzymatisch umge-

setzt werden. n-Decan diente dabei als organisches Lösungsmittel in der Reaktion und kon-

trollierte über das Verteilungsgleichgewicht die Konzentration der verschiedenen Substanzen 

in der wässrigen Phase. Außerdem ermöglichte n-Decan den verlustfreien Transfer der kon-

densierten Zwischenprodukte aus der chemischen Methandehydroaromatisierung in den 

enzymatischen Reaktionsansatz. 

3.6.2 Enzymatischer Umsatz von Produktgemischen aus der 

Methandehydroaromatisierung im 350-mL-Maßstab 

Im Rahmen des Projektes, in welches die vorliegende Arbeit eingebunden war, wurde der 

Maßstab der chemischen Methandehydroaromatisierung um den Faktor 10 vergrößert, in-

dem die eingesetzte Katalysatormenge von 0,3 auf 3 g erhöht wurde (Daten von Stefan Pe-

ters, Leibniz Institut für Katalyse, Rostock). Für den Umsatz größerer Mengen der Zwischen-

produkte aus der chemischen Katalyse sollte auch die enzymatische Folgereaktion auf ein 

größeres Volumen skaliert werden. Dazu wurden die zuvor verwendeten Reaktionsbedin-

gungen (Kapitel 3.6.1) angepasst und auf ein Volumen von 17,5 mL organischer Phase und 

350 mL wässriger Phase übertragen. Das Reaktionsvolumen und somit auch die eingesetzte 

Stoffmenge wurden um den Faktor 87,5 vergrößert. Die Enzymkonzentration wurde von 

5 µM auf 2 µM verringert. Außerdem wurde dem Reaktionsansatz 10 mg/mL BSA zugesetzt. 

Dadurch wurden inaktivierende Adsorptionsprozesse der an der Katalyse beteiligten Enzyme 

minimiert (siehe Kapitel 8.8, Seite 155). Detaillierte Informationen zum Reaktionsaufbau sind 

in Kapitel 2.4.5 (Seite 38) beschrieben. Die Substrat- und Produktkonzentrationen in der or-

ganischen Phase wurden zu Beginn und am Ende der Reaktion mittels GC analysiert. Die 

Analyse der wässrigen Phase erfolgte über den gesamten Reaktionsverlauf diskontinuierlich 

mittels HPLC. Außerdem wurde das Massenspektrometer VarioOne (Variolytics, Stuttgart) 

verwendet, um kontinuierlich die Konzentrationen von Benzol, Toluol und Phenol in der 

wässrigen Phase zu verfolgen.  

Als Substrate wurden Substanzgemische aus der Methandehydroaromatisierung eingesetzt. 

Es wurden zwei Reaktionen (R1 und R2, Abbildung 3.35) mit unterschiedlichen Substratkon-

zentrationen durchgeführt. Die Konzentrationen sind vergleichbar mit denen in Reaktionen 

M5 und M6 (Abbildung 3.33F und G, Seite 93). Die zusammenfassende Bilanz der Stoff-

mengen von Substraten und Produkten ist in Abbildung 3.35 (Seite 98) dargestellt. In Tabelle 

3.13 (Seite 99) sind die finalen Produktausbeuten, spezifischen Aktivitäten und TTN mitei-

nander verglichen. 

In Reaktion R1 (Abbildung 3.35A, Seite 98) wurde das Produktgemisch aus der Methande-

hydroaromatisierung mit 362 mM (6335 µmol) Benzol, 37 mM (645 µmol) Naphthalin und 

24 mM (420 µmol) Toluol in 17,5 mL n-Decan als organische Phase eingesetzt.  

Die aus dem initialen Anstieg ermittelte spezifische Aktivität betrug 81 mU/mg. Zu Beginn der 

Reaktion stieg sowohl die Benzol, als auch die Phenolkonzentration in der wässrigen Phase 

an. Anscheinend wurde das Verteilungsgleichgewicht von Benzol zwischen der organischen 

und der wässrigen Phase noch nicht vollständig erreicht. Die Benzolkonzentration in der 

wässrigen Phase stieg von 3 mM zu Reaktionsbeginn auf etwa 5 mM nach 110 Minuten an. 

Danach sank die Benzolkonzentration in der wässrigen Phase kontinuierlich bis auf 2,8 mM 

nach 360 Minuten. Die Phenolkonzentration stieg im gesamten Reaktionsverlauf nahezu 

linear an. Der lineare Anstieg der Produktkonzentration lässt eine Limitierung durch die Ver-
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fügbarkeit von Sauerstoff in der wässrigen Phase vermuten (Vergleich Kapitel 3.2.3, Seite 

61). Nach 300 Minuten war ein leichtes Abflachen der Progresskurve erkennbar. Nach 360 

Minuten wurde die Reaktion aus technischen Gründen abgebrochen, obwohl das Ende der 

enzymatischen Reaktion noch nicht erreicht war. Bis zu diesem Zeitpunkt wurden 2676 µM 

(937 µmol) Phenol, 360 µM (126 µmol) Hydrochinon und 50,5 µM (17,7 µmol) Benzylalkohol 

gebildet. Die Bilanz bezogen auf die eingesetzten Stoffmengen ist in Abbildung 3.36 (Seite 

99) dargestellt. Die Produktausbeute nach 360 Minuten betrug 15 % und ist vergleichbar mit 

dem Ergebnis von Reaktion M5 im 4-mL-Maßstab (Abbildung 3.33E, Seite 93).  

In Reaktion R2 (Abbildung 3.35B, Seite 98) wurde die Substratlösung um den Faktor 5 auf 

72,4 mM Benzol, 7,4 mM Naphthalin und 4,8 mM Toluol verdünnt und als organische Phase 

eingesetzt. Zu Beginn der Reaktion lag die Benzolkonzentration in der wässrigen Phase bei 

600 µM und sank im Reaktionsverlauf auf 190 µM. Die Reaktion wurde nach 240 Minuten 

aus technischen Gründen abgebrochen, obwohl das Ende der enzymatischen Reaktion noch 

nicht erreicht war. Die Phenolkonzentration stieg innerhalb der ersten 130 Minuten auf 

600 µM an und sank im weiteren Verlauf leicht auf 570 µM (200 µmol) nach 240 Minuten. Die 

Produktkonzentration von Hydrochinon begann nach 30 Minuten stärker zu steigen und er-

reichte nach 240 Minuten 940 µM (329 µmol). Die Produktausbeute nach 240 Minuten betrug 

37 % und ist damit geringer als in Reaktion M6 (Abbildung 3.33F, Seite 93). Allerdings wurde 

die Reaktion abgebrochen, bevor ein Plateau der Produktkonzentrationen erreicht war. 

 

Abbildung 3.35: Umsatz von Realprobengemischen mit der sMMO im 2-Phasen-System im Rührkesselreaktor; 

Versuchsaufbau beschrieben in 2.4.5 (Seite 38); T = 30 °C; Vaq = 350 mL TMA-Puffer pH 7,5; c(GDH) = 5 µg/mL; 

c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; c(sMMO) = 2 µM; c(Cat) = 200 µg/mL; c(sMMO) = 2 µM; c(Cat) = 200 µg/mL; 

kontinuierliche Analyse mittels MS (Kapitel 2.5.7, Seite 46); diskontinuierliche Analyse mittels HPLC durch die 

zentrale Analytikabteilung des Fraunhofer IGB nach Vorschrift in Kapitel 2.5.5, Seite 44; Vorg = 17,5 mL n-Decan; 

mit Realprobengemisch aus Methandehydroaromatisierung: Reaktion R1 (A): 6335 µmol Benzol, 645 µmol Naph-

thalin, 420 µmol Toluol; Reaktion R2 (B): 1267 µmol Benzol, 130 µmol Naphthalin, 84 µmol Toluol; Analytik mit-

tels GC durch die zentrale Analytikabteilung des Fraunhofer IGB nach Vorschrift in Kapitel 2.5.6, Seite 45. 

 

B A 
Reaktion R1 

Reaktion R2 
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Tabelle 3.13: Zusammensetzung und Ergebnisse des enzymatischen Umsatzes von Substratgemischen 

im Rührkesselreaktor; (*) Summe aus n(Phenol), n(Hydrochinon), n(1-Naphthol), n(2-Naphthol), 

n(Benzylalkohol) und n(p-Cresol); (**) Realprobengemisch aus der Methandehydroaromatisierung als 

Substrat eingesetzt 
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Einheit µM µmol µmol µmol µmol min 
 

% mU/mg 

R1 (Abbildung 3.35A)** 2 6335 645 420 1083 360 1728 14,6 81,1 

R2 (Abbildung 3.35B)** 2 1267 130 84 549 240 1253 37,1 80,3 

 

Insgesamt entsprechen die Ergebnisse teilweise den Erwartungen aus den Versuchen im 4-

mL-Maßstab (Reaktionen M5 und M6, Abbildung 3.33, Seite 93). Benzol ist das präferierte 

Substrat und mit der Anpassung der eingesetzten Substratmenge ließ sich das Produktver-

hältnis zwischen Phenol und Hydrochinon ändern. Im Vergleich zu den Reaktionen im 4-mL-

Maßstab war das Enzym im DASGIP-Reaktor im 350-mL-Maßstab länger aktiv. Zu den Zeit-

punkten, als die Reaktionen R1 und R2 abgebrochen wurden, war immer noch eine Ände-

rung der Produktkonzentrationen erkennbar. Dementsprechend war die sMMO noch nicht 

inaktiviert. Möglicherweise zeigt die sMMO unter sauerstofflimitierenden Bedingungen über 

einen längeren Zeitraum Aktivität, da weniger toxische Sauerstoffspezies gebildet werden. 

Diese Vermutung wurde im Rahmen der vorliegenden Arbeit nicht weiter untersucht. 

Der Maßstab des enzymatischen Umsatzes von Produktgemischen aus der Methandehydro-

aromatisierung konnte erfolgreich von 4 mL auf 350 mL vergrößert werden. Der Rührkessel-

reaktor des DASGIP-Systems bietet einen geeigneten Reaktionsraum, wenngleich die Er-

gebnisse auch Potenzial zur Optimierung darlegen. Möglicherweise lassen sich Prozesspa-

rameter wie Rührgeschwindigkeit, Sauerstoffversorgung und Analytik optimieren, um einen 

Abbildung 3.36: Umsatz von Substratgemischen in 2-Phasen-System im Rührkesselreaktor; Summe der 

eingesetzten Stoffmengen der Substrate und Summe der Stoffmengen der Produkte nach Abbruch der 

Reaktion; Reaktionsbedingungen siehe Tabelle 3.13 und Abbildung 3.36. 
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längeren enzymkatalytischen Prozess zu ermöglichen und das Signalrauschen zu vermei-

den.  

3.7 Optimierung des Biokatalysators 

In der Einleitung in Kapitel 1.1.8 wurden verschiedene Strategien vorgestellt, mit denen Bio-

transformationsprozesse optimiert werden können. In den vorherigen Kapiteln lag der Fokus 

auf der Optimierung der Reaktionsparameter und des Reaktionssystems im Hinblick auf eine 

hohe Produktausbeute und einen hohen maximale Zykluszahl des Enzyms (total turnover 

number, TTN). Neben der Anpassung des Reaktionssystems an die Bedürfnisse des Bioka-

talysators können auch die Eigenschaften von Biokatalysatoren verändert werden, um die 

Ziele von Transformationsprozessen zu verfolgen. Mittels unterschiedlicher Mutagenese-

Strategien können Enzyme unter anderem bezüglich der Stabilität, verschiedener Aktivitäts-

parameter oder der Substratspezifität angepasst werden [Bornscheuer et al., 2012]. Auf Ba-

sis von Literaturdaten bietet das rationale Design von Enzymen die Möglichkeit, gezielte 

Veränderungen bestimmter Positionen im Enzym vorzunehmen. In der vorliegenden Arbeit 

wurde das regulatorische Protein B (MMOB) mittels ortsgerichteter Mutagenese modifiziert. 

Im Gegensatz zur Hydroxylase (MMOH) lässt sich MMOB rekombinant in E. coli produzie-

ren, was die genetische Manipulation der proteincodierenden Sequenzen vereinfacht. Au-

ßerdem sind bereits Strukturdaten von MMOB, sowie des MMOB-MMOH-Komplexes be-

kannt und es wurden erste Mutagenese-Studien mit MMOB durchgeführt, die als Grundlage 

für ein rationales Design weiterer Varianten dienen (siehe Kapitel 1.1.6.2, Seite 7). 

3.7.1 Rationales Design von Varianten des regulatorischen Protein B 

Das regulatorische Protein B (MMOB) hat einen entscheidenden Einfluss auf die katalytische 

Aktivität der sMMO. In Abwesenheit von Protein B sinkt die sMMO-Aktivität auf 10 %. Die 

Bindung des Protein B an die Hydroxylase erfolgt bevorzugt im reduzierten Zustand (Hred, 

Abbildung 1.4, Seite 10). Dadurch kommt es zu einer strukturellen Änderung, die zum einen 

den Substratkanal für Elektronen und Protonen schließt, und zum anderen den W308-Tunnel 

für Sauerstoff das zu hydroxylierende Substrat öffnet [Jones et al., 2020; Wang et al., 2015; 

Wang und Lippard, 2014]. In vorherigen Studien wurden verschiedene Aminosäuren von 

MMOB identifiziert, welche an der Bindung zur Hydroxylase und an der Substratorientierung 

von nicht-natürlichen Substraten beteiligt sind [Brazeau und Lipscomb, 2003; Wallar und 

Lipscomb, 2001]. Auf Basis bisheriger Literaturerkenntnisse sollten Varianten von MMOB 

hergestellt werden. Ziel war eine mögliche Steigerung der sMMO-Aktivität und eine Ände-

rung der Substrat- und Produktspezifität der sMMO. In Tabelle 3.14 sind die erstellten Vari-

anten dargestellt. Die Aminosäuren S109 und T111 wurden als relevante Positionen identifi-

ziert. Aus der Literatur ist bekannt, dass größere Seitenketten an diesen Positionen die Affi-

nität der MMOB zur MMOH negativ beeinflussen können [Brazeau und Lipscomb, 2003]. Für 

einen Austausch wurden demnach kleine polare und unpolare Aminosäuren gewählt. Die 

Varianten MMOB01 und MMOB05 sind bereits in der Literatur beschrieben und sollten als 

Vergleich dienen. Die Gene der Varianten wurden von der Firma GeneWiz (Leipzig) synthe-

tisiert und anschließend in den Expressionsvektor pETSUMOadapt kloniert. Dadurch konn-

ten die MMOB-Varianten analog zum bereits beschriebenen Wildtyp-Protein produziert und 

gereinigt werden (Kapitel 2.3.5, Seite 34 und 2.3.7, Seite 35). Um den Einfluss der Mutatio-

nen zu untersuchen, sollte zunächst die sMMO-Aktivität im Vergleich zu Wildtyp-MMOB be-

stimmt werden. Anschließend sollte die Variante mit der höchsten sMMO-Aktivität genauer 
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untersucht werden und der Umsatz der Zielsubstrate Benzol und Naphthalin betrachtet wer-

den. Für die Bestimmung der sMMO-Aktivität mit verschiedenen MMOB-Varianten wurde 

Nitrobenzol als Modellsubstrat verwendet (Kapitel 2.4.2, Seite 36). Aus dem initialen Anstieg 

der Produktkonzentration wurde die spezifische Aktivität des Enzyms ermittelt. Um zu unter-

suchen, ob die Affinität von MMOB zur MMOH durch die Mutation beeinflusst wurde, wurden 

auch Reaktionen durchgeführt in denen das stöchiometrische Verhältnis der sMMO-

Komponenten (MMOH:MMOB:MMOR) von 1:1:1 auf 1:2:1 angepasst wurde. Die ermittelten 

Aktivitätswerte sind in Abbildung 3.37 dargestellt. 

In der Reaktion mit Wildtyp-MMOB wurde bei einem stöchiometrischen Verhältnis von 1:1:1 

eine spezifische sMMO-Aktivität von 217 mU/mg gemessen. Bei der doppelten Menge an 

MMOB im Reaktionsansatz stieg die spezifische Aktivität auf 251 mU/mg. Diese Beobach-

tung konnte die bisherigen Ergebnisse aus der Literatur nicht bestätigen. Sowohl A. Griethe 

als auch Zhang et al. ermittelten die höchste spezifische Aktivität bei einem stöchiometri-

schen Verhältnis der sMMO-Komponenten MMOH, MMOB und MMOR von 1:1:1 [Griethe, 

2018; Zhang et al., 2006]. Möglicherweise war die eingesetzte MMOB-Konzentration auf-

grund von Verunreinigungen geringer, als erwartet, sodass durch eine Erhöhung des MMOB-

Anteils erst das optimale Verhältnis erreicht wurde. 

Die Varianten MMOB05 bis MMOB08 haben einen Aminosäureaustausch an der Position 

T111. Die Varianten MMOB05 und MMOB06 zeigten bei einem Verhältnis von 

MMOH:MMOB:MMOR von 1:1:1 nur noch 30 – 40 % der Aktivität im Vergleich zum Wildtyp. 

Durch eine Verdopplung der Stoffmenge an MMOB in der Reaktion konnte die Aktivität der 

Variante MMOB05 auf 84 % im Vergleich zum Wildtyp gesteigert werden. Vermutlich führte 

der Austausch T111A zu einer Verringerung der Affinität zwischen MMOB und MMOH. Die 

Variante MMOB06 zeigte auch bei einem stöchiometrischen Verhältnis der Enzymkompo-

nenten von 1:2:1 nur 40 % der Aktivität des Wildtyps. Demnach ist die verringerte Aktivität 

nicht auf eine gesunkene, Affinität zwischen MMOB und MMOH zurückzuführen, die sich 

durch eine Konzentrationserhöhung kompensieren ließ. 

Die Verkleinerung der Aminosäureseitenkette T111 zu Serin (MMOB07) unter Erhalt der po-

laren Eigenschaften hat einen geringen positiven Effekt auf die sMMO-Aktivität. Der Aus-

tausch von Threonin zu Valin (MMOB08) zeigt keinen eindeutigen Effekt.  
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In den Varianten MMOB01-MMOB04 wurde basierend auf Erkenntnissen aus der Literatur 

zusätzlich der Austausch S109A vorgenommen. Die Variante MMOB02 (S109A/T111G) 

zeigte ähnlich wie die Variante MMOB06 (T111G) eine deutlich geringere Aktivität im Ver-

gleich zum Wildtyp. Ohne Seitenkette an Position 111 scheint die aktivierende Wirkung der 

MMOB eingeschränkt zu sein. Da sich durch eine Verdopplung der MMOB-Konzentration 

auch der aktivierende Effekt nicht wieder rekonstruieren lässt, ist eine Verringerung der Affi-

nität der MMOB zur MMOH nicht der ausschlaggebende Grund. Durch einen Austausch des 

T111 durch eine kleine polare oder unpolare Seitenkette, konnte in Kombination mit dem 

Austausch S109A die sMMO-Aktivität der Varianten MMOB01, MMOB03 und MMOB04 im 

Vergleich zum Wildtyp um 10 – 20 % erhöht werden. Mit Serin an der Position 109 zeigte die 

Abbildung 3.37: Spezifische Aktivität der sMMO mit verschiedenen MMOB-Varianten; Nitrobenzol-Assay 

beschrieben in Kapitel 2.4.2 (Seite 36); V = 0,5 mL TMA-Puffer pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM*; 

c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; spez. Aktivität berech-

net aus dem initialen Anstieg der Produktkonzentration von n ≥ 3 Reaktionen; (*) bezogen auf eine aktive 

Einheit;  

schwarz: MMOH:MMOB:MMOR = 1 µM : 1 µM : 1 µM;  

grau: MMOH:MMOB:MMOR = 1 µM : 2 µM : 1 µM 

Tabelle 3.14: MMOB-Varianten 

Variante Mutation 

MMOB01 S109A/T111A 

MMOB02 S109A/T111G 

MMOB03 S109A/T111S 

MMOB04 S109A/T111V 

MMOB05 T111A 

MMOB06 T111G 

MMOB07 T111S 

MMOB08 T111V 
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Variante MMOB07 (T111S) die höchste Aktivität. Nach dem Austausch S109A führte die 

Aminosäure Valin an Position 111 zur höchsten Steigerung der sMMO-Aktivität um 30 %.  

Die Variante MMOB04 (S109A/T111S) zeigte die höchste Aktivität und wurde anschließend 

weiter untersucht. 

 

Nachdem die Aktivitätstests mit dem Modellsubstrat Nitrobenzol durchgeführt wurden, sollten 

die Zielsubstrate Benzol und Naphthalin getestet werden. Der Umsatz wurde über einen Zeit-

raum von 180 Minuten diskontinuierlich verfolgt. In beiden Reaktionen wurden 1 µM sMMO 

und die Kaskadenenzyme GDH und Katalase eingesetzt. In der Reaktion V1 (Abbildung 

3.38) betrug die Substratkonzentration 3 mM Benzol. In der Reaktion V2 (Abbildung 3.39) 

wurden 5 mg festes Naphthalin als Substrat eingesetzt. Die angegebenen Produktkonzentra-

tionen ergeben sich aus der Summe der detektierten Produkte. Beim Umsatz von Benzol 

wurden Phenol und Hydrochinon als Produkte identifiziert. Naphthalin wurde zu 1- und 2-

Naphthol, 1,4- und 2,6-Dihydroxynaphtalin umgesetzt. Die Produktverteilungen am Ende der 

jeweiligen Reaktion sind in Abbildung 3.38B und Abbildung 3.39B dargestellt. Aus dem initia-

len Anstieg der Produktkonzentrationen wurden die in Abbildung 3.38C und Abbildung 3.39C 

dargestellten Aktivitätswerte der sMMO bestimmt.  

Sowohl beim Umsatz von Benzol, als auch von Naphthalin waren die initialen Reaktionsge-

schwindigkeiten mit der Variante MMOB04 um 25 – 26 % höher als mit wtMMOB. Die Muta-

tionen S109A/T111V scheinen unabhängig vom Substrat die sMMO-Aktivität zu Beginn der 

Reaktion zu erhöhen. Damit konnte die Beobachtung aus den Experimenten mit Nitrobenzol 

als Substrat (Abbildung 3.37) bestätigt werden. Im Verlauf der Reaktion sank jedoch die En-

zymaktivität der MMOB04-Variante früher, sodass die Produktkonzentration nach 180 Minu-

ten sowohl beim Benzolumsatz, als auch beim Naphthalinumsatz in der Reaktion mit wtM-

MOB höher war. Dass die sMMO im Reaktionsverlauf inaktiviert wird, ist bekannt (siehe Ka-

pitel 1.1.6.4, Seite 9) und konnte in den bisherigen Untersuchungen gezeigt werden. Mög-

licherweise wurden mit der Variante MMOB04 Nebenreaktionen begünstigt, die zu einer In-

aktivierung der sMMO beitrugen, sodass die Aktivität im Vergleich zur Reaktion mit wtMMOB 

Abbildung 3.38: Umsatz von Benzol mit der sMMO mit Wildtyp MMOB und MMOB04;Versuchsaufbau 

beschrieben in Kapitel 2.4.4 (Seite 37); T = 30 °C; V = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; c(sMMO) = 1 µM; c(Cat) = 

100 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; c(Benzol) = 3 mM; A: Summe der Pro-

duktkonzentrationen im Zeitverlauf gemittelt von n = 2 Reaktionen; B: Produktverteilung nach 180 min in 

Reaktion A; C: sMMO-Aktivität zu Beginn von Reaktion A ermittelt aus linearem Anstieg der Produktkon-

zentration. 

A C B Reaktion V1 
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bereits eher verringert wurde.  

In der Produktverteilung konnten Unterschiede zwischen der Reaktion mit MMOB04 und der 

mit wtMMOB festgestellt werden. Der Anteil an dihydroxylierten Produkten ist in den Reakti-

onen mit MMOB04 geringer im Vergleich zur Reaktion mit wtMMOB. Beim Benzolumsatz 

konnte der Hydrochinon-Anteil nach 180 Minuten durch die MMOB04-Variante von 16,7 % 

auf 7,2 % gesenkt werden. Beim Umsatz von Naphthalin betrug der Anteil an Dihydroxy-

naphthalin-Isomeren nach 180 Minuten mit wtMMOB 3,9 % und mit MMOB04 1,3 %. Auch 

der Anteil von 2-Naphthol wurde leicht von 40 % mit wtMMOB auf 37 % mit MMOB04 verrin-

gert. 

 

Mit Hilfe von rationalem Enzymdesign wurden relevante Aminosäuren der MMOB identifi-

ziert. Im regulatorischen Protein B wurden die Aminosäuren S109 und T111 zu den kleineren 

und unpolaren Aminosäuren Alanin und Valin ausgetauscht. Dadurch wurde eine Variante 

(MMOB04) entwickelt, die eine 25 % höhere sMMO-Aktivität ermöglichte. Beim Umsatz von 

Benzol und Naphthalin zeigte die Variante außerdem einen um 60 % geringeren Anteil an 

dihydroxylierten Produkten. Die Produktivität der sMMO mit der Variante MMOB04 war über 

einen Zeitraum von 180 Minuten jedoch geringer verglichen mit der wtMMOB. Da insbeson-

dere eine langlebige Katalysatorwirkung für die Anwendung wichtig ist, wurde die Variante 

nicht im größeren Maßstab eingesetzt.  

Abbildung 3.39: Umsatz von Naphthalin mit der sMMO mit Wildtyp MMOB und MMOB04; Versuchsaufbau 

beschrieben in Kapitel 2.4.4 (Seite 37); T = 30 °C; V = 4 mL TMA-Puffer pH 7,5; c(sMMO) = 1 µM; c(Cat) = 

100 µg/mL; c(GDH) = 5 µg/mL; c(Glc) = 50 mM; c(NADH) = 1 mM; Zugabe von 5 mg festem Naphthalin, c = 

340 µM (gesättigt); A: Summe der Produktkonzentrationen im Zeitverlauf gemittelt von n = 2 Reaktionen; 

B: Produktverteilung nach 180 min in Reaktion A; C: sMMO-Aktivität zu Beginn von Reaktion A ermittelt 

aus linearem Anstieg der Produktkonzentration. 

 

A C B Reaktion V2 
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4 Diskussion 

4.1 Produktion und Reinigung der sMMO-Komponenten 

In der vorliegenden Arbeit wurde die lösliche Methanmonooxygenase (sMMO) als Biokataly-

sator zur Aufwertung von Produkten aus der Methandehydroaromatisierung eingesetzt. Da-

mit konnte ein kombinatorischer Prozess aus Chemo- und Biokatalyse unter Nutzung von 

Biogas als Ausgangsstoff demonstriert werden. Erste Versuche zur Skalierung der enzymati-

schen Reaktion wurden durchgeführt. Für den in-vitro-Einsatz der sMMO waren größere 

Mengen der gereinigten Enzymkomponenten nötig. Deswegen wurden zunächst vorhandene 

Produktions- und Reinigungsstrategien zur Bereitstellung der Hydroxylase (MMOH), der Re-

duktase (MMOR) und des Protein B (MMOB) verfolgt und optimiert. 

4.1.1 Homologe Produktion und Reinigung der MMOH 

Die Hydroxylase (MMOH) trägt das aktive Nicht-Häm-Di-Eisen-Zentrum der sMMO. Bislang 

wurde in der Literatur noch kein Verfahren zur rekombinanten Gewinnung dieser Enzym-

komponente in aktiver Form beschrieben. Aus diesem Grund ist eine homologe Gewinnung 

aus dem jeweiligen Ursprungsstamm notwendig. Zur Kultivierung des Stammes Methylosi-

nus trichosporium OB3b kann sowohl Methan, als auch Methanol als Kohlenstoff- und Ener-

giequelle eingesetzt werden [Adegbola, 2008; Fox et al., 1989; Griethe, 2018]. 

Die in der vorliegenden Arbeit verwendete MMOH wurde homolog in dem Organismus 

M. trichosporium OB3b produziert und daraus isoliert. Als Kohlenstoff- und Energiequelle 

wurde Methanol verwendet. Für die Reinigung wurde das von A. Griethe beschriebene Pro-

tokoll vereinfacht [Griethe, 2018]. Aus 133,8 g Biomasse konnten 1449 g MMOH gereinigt 

werden. Da keine Größenausschlusschromatographie durchgeführt wurde, konnten Verluste 

verringert werden und die Ausbeute im Vergleich zu den Ergebnissen von A. Griethe verdrei-

facht werden. 

Tabelle 4.1: Homologe Produktion der MMOH aus M. trichosporium OB3b; Vergleich der Ausbeute an 

gereinigtem Zielprotein mit Literaturdaten; AEC: Anionenaustauschchromatographie; SEC: Größenaus-

schlusschromatographie 
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M. trichosporium OB3b Methanol 10,8 164 1. AEC Vorliegende Arbeit 

M. trichosporium OB3b Methanol 2,73 58,6 
1. AEC 

2. SEC 
[Griethe, 2018] 

M. trichosporium OB3b Methan 4,18 74,9 
1. AEC 

2. SEC 
[Fox et al., 1989] 

M. capsulatus Bath Methan 
keine 

Angabe 
163,5 

1. AEC 

2. AEC 

3. SEC 

[Pilkington und Dalton, 

1990] 
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Auch die bisher höchsten publizierten Ausbeuten der Reinigung aus M. trichosporium OB3b 

und M capsulatus Bath, welche mit Methan als C-Quelle kultiviert wurden, konnten erreicht 

bzw. übertroffen werden (Tabelle 4.1). 

Mit der in der vorliegenden Arbeit beschriebenen Reinigungsstrategie konnte in mehreren 

Durchläufen genügend MMOH mit ausreichender Aktivität bereitgestellt werden, um den 

Maßstab der enzymatischen Reaktion auf bis zu 700 mL zu erhöhen. 

4.1.2 Rekombinante Produktion und Reinigung der MMOR 

Im Organismus Methylosinus trichosporium OB3b liegt die Reduktase nur in geringen Men-

gen vor und macht etwa 0,1 – 0,3 % des löslichen Proteins im Wildtyp aus [Merkx et al., 

2001; Pilkington und Dalton, 1990]. Eine homologe Produktion und Reinigung ist deshalb mit 

hohem Aufwand und niedriger Ausbeute verbunden. Aus homologer Produktion konnten 

zwischen 0,05 und 0,1 mg MMOR pro Gramm M. trichosporium OB3b Biofeuchtmasse mit 

einer Aktivität von 127 – 173 U/mg (DCPIP-Assay) gereinigt werden [Fox et al., 1989; 

Griethe, 2018]. Die Verfügbarkeit der MMOR stellte bisher einen limitierenden Faktor für die 

Anwendung der sMMO dar. Um die sMMO als Biokatalysator in größerem Maßstab einset-

zen zu können, war eine Optimierung der Produktion der MMOR notwendig. Die rekombi-

nante Produktion von MMOR aus M. trichosporium OB3b in E. coli führte bislang zur Bildung 

von inclusions bodies [Lloyd et al., 1999]. Die MMOR aus Methylococcus capsulatus Bath 

wurde bereits rekombinant in aktiver Form in E. coli produziert [Kopp et al., 2001; Lloyd, 

1997; West et al., 1992]. Hinweise, dass die MMOR aus M. capsulatus Bath auch mit der 

MMOH und MMOB aus M. trichosporium OB3b einen aktiven sMMO-Komplex bildet, liefer-

ten Stirling und Dalton 1979 [Stirling et al., 1979]. In Versuchen, die der vorliegenden Arbeit 

vorangingen, konnte bestätigt werden, dass die Reduktase aus M. capsulatus Bath jene aus 

M. trichosporium OB3b ersetzen und die in-vitro-Aktivität der sMMO mit Hydroxylase und 

MMOB aus M. trichosporium OB3b rekonstruieren kann (Daten nicht gezeigt). In der vorlie-

genden Arbeit wurde die MMOR aus Methylococcus capsulatus Bath rekombinant in dem 

Stamm Escherichia coli KRX produziert. Der KRX-Stamm wurde ausgewählt, da er sich im  

 

Tabelle 4.2: Produktion der MMOR aus M. capsulatus Bath; Vergleich der Ausbeute an gereinigtem Ziel-

protein mit Literaturdaten 
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E. coli KRX Schüttelkolben 40 4,6 Vorliegende Arbeit 

E. coli KRX 
Fed-batch-

Fermentation 
360 3,3 Vorliegende Arbeit 

E. coli JM105 Schüttelkolben 15 keine Angabe [Kopp et al., 2001] 

M. trichosporium 

OB3b 

Fed-batch-

Fermentation 
2,7 0,05 [Griethe, 2018] 
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Vergleich zum häufig verwendeten E. coli BL21(DE3) Expressionsstamm durch eine sichere 

Unterdrückung der Basaltranskription auszeichnet. Die Expression der chromosomal inte-

grierten T7-RNA-Polymerase ist durch den Rhamnose-induzierbaren rhaBAD-Promotor kon-

trolliert. Als Expressionsvektor wurde ein pET28-Vektor mit IPTG-induzierbarem T7/lac-

Operon verwendet. In Tabelle 4.2 sind die erhaltenen Ausbeuten der MMOR-Präparation im 

Vergleich zu Literaturwerten zusammengefasst. Durch die Anpassungen in der Produktions-

strategie konnte die Ausbeute an gereinigter MMOR deutlich gesteigert werden. Bezogen auf 

das Kulturvolumen konnte dadurch die Ausbeute im Vergleich zu Literatur um den Faktor 24 

gesteigert werden. 

4.1.3 Rekombinante Produktion und Reinigung des MMOB 

In den Kapiteln 3.1.6 (Seite 56) und 3.1.7 (Seite 57) wurden die Ergebnisse zur rekombinan-

ten Produktion und zur Reinigung des regulatorischen Protein B (MMOB) vorgestellt. Die 

rekombinante Produktion des MMOB aus M. trichosporium OB3b in E. coli wurde erstmals J. 

Lloyd 1997 beschrieben, welcher ein GST-MMOB-Fusionskonstrukt zur Produktion und an-

schließenden Reinigung mittels Affinitätschromatographie nutzte [Lloyd, 1997]. In der vorlie-

genden Arbeit wurde MMOB rekombinant als SUMO-MMOB-Fusionsprotein produziert. Der 

Induktionszeitpunkt als ein Parameter der Expression kann einen großen Einfluss auf die 

gebildete Menge an Zielprotein haben [Collins et al., 2013]. Abweichend von dem, im Kon-

text der Dissertation von A. Griethe entwickelten Protokoll [Griethe, 2018], wurde in der vor-

liegenden Arbeit die Induktion der Expression des Zielproteins bei einer optischen Dichte von 

0,8 anstatt 1 durchgeführt. Die Reinigung des MMOB erfolgte mittels Metallionen-Affinitäts-

chromatographie. Um größere Mengen gereinigtes MMOB bereitzustellen, wurde der Maß-

stab der Aufarbeitung um den Faktor 3 vergrößert. Chang und Kollegen beschrieben ein Ag-

gregationsverhalten des Zielproteins während der Reinigung bei Konzentrationen von MMOB 

über 3 mg/mL [Chang et al., 1999]. In der vorliegenden Arbeit wurden deswegen Konzentra-

tionen von über 3 mg/mL vermieden und Proteinlösungen gegebenenfalls mit dem entspre-

chenden Puffer verdünnt. In Tabelle 4.3 ist die erhaltene Ausbeute im Vergleich zur Literatur 

dargestellt. Verluste während der Aufarbeitung des Zielproteins konnten dank der detaillier-

ten Beschreibung in der Literatur minimiert werden. Durch die Anpassungen der Produkti-

ons- und Reinigungsstrategie konnte die Ausbeute an rekombinantem MMOB in der vorlie-

genden Arbeit um einen Faktor von 5 – 8 gesteigert. 

Tabelle 4.3: Rekombinante Produktion der MMOB aus M. trichosporium OB3b in E. coli BL21 (DE3); Ver-

gleich der Ausbeute an gereinigtem Zielprotein mit Literaturdaten 
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E. coli BL21 (DE3) Schüttelkolben 34,5 6,0 Vorliegende Arbeit 

E. coli BL21 (DE3) 
Batch-

Fermentation 
keine Angabe keine Angabe 

[Chang et al., 

1999] 

E. coli BL21 (DE3) Schüttelkolben 4 - 6 keine Angabe [Lloyd, 1997] 

M. trichosporium 

OB3b 

Fed-batch-

Fermentation 
5,1 0,04 [Griethe, 2018] 
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4.2 Identifizierung umsatzlimitierender Faktoren und 

Optimierung der Reaktionsbedingungen der sMMO 

Das zentrale Ziel der vorliegenden Arbeit war der biotechnologische Einsatz der sMMO. Für 

katalytische Produktionsprozesse sind hohe Ausbeuten und Gesamtumsätze (total turnover 

number, TTN) wichtig. Die sMMO zeigt eine rasche Inaktivierung durch Nebenreaktionen 

und die Akkumulation von H2O2, was zu einer geringeren Produktausbeute führt [Griethe, 

2018]. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden umsatzlimitierende Faktoren untersucht 

und Strategien entwickelt, die zu einer Steigerung der Produktausbeute führten. Die Ergeb-

nisse sind in Kapitel 3.2 (Seite 58) dargestellt und ausgewertet.  

Zunächst wurde die Integration von Katalase in die Enzymkaskade zur Disproportionierung 

von Wasserstoffperoxid untersucht. Wie in der Einleitung in Kapitel 1.1.6.4 erläutert, war be-

kannt, dass H2O2 von der sMMO als Nebenprodukt gebildet [Zhang et al., 2006]. Der inhibito-

rische Effekt von H2O2 wurde in vorangegangenen Arbeiten mit der sMMO quantitativ unter-

sucht. Bereits in dieser Studie wurde Einsatz von Katalase in einer Enzymkaskade mit der 

sMMO gezeigt. Durch den Zusatz von 160 U/mL Katalase konnte die Ausbeute bezogen auf 

die eingesetzte Substratmenge von 0,62 % auf 1,24 % verdoppelt werden [Griethe, 2018]. 

Die vorliegende Arbeit fügt dem aktuellen Wissensstand Erkenntnisse über die optimale Ka-

talase-Aktivität in der Enzymkaskade hinzu. 100 µg/mL (1350 U/mL) Katalase wurden als 

optimale Konzentration identifiziert und führten in einer Reaktion mit 1 µM sMMO zum höchs-

ten Produktausbeute. Diese konnte dadurch unter vergleichbaren Bedingungen von 3,1 % 

auf 19,9 % um den Faktor 6,4 gesteigert werden. 

Katalase wurde auch in anderen Enzymkaskaden zur Disproportionierung von H2O2 einge-

setzt. In der Regel wird damit ein inaktivierender Effekt des Peroxids auf die umsatzrelevan-

ten Enzyme minimiert. Ein Vergleich verschiedener Enzymkaskaden, in denen durch Zusatz 

von Katalase eine Steigerung der Produktausbeute erreicht wurde, ist in Tabelle 4.4 zu fin-

den. Dubbels et al. untersuchten den enzymatischen Umsatz von Ethylen zu Ethylenoxid mit 

gereinigter Buthanmonooxygenase. Durch den Einsatz von 4000 U/mL Katalase konnte die 

Ausbeute um den Faktor 2,6 gesteigert und die Inaktivierung der Buthanmonooxygenase 

  

Tabelle 4.4: Einfluss von Katalase auf die Produktausbeute von Enzymkaskaden; Vergleich verschiedener 

Enzymkaskaden aus Literaturdaten; Umsatzsteigerung nach Zusatz von Katalase im Vergleich zu Reakti-

onen ohne Katalase. 
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sMMO Nitrobenzol 135 4,1 Vorliegende Arbeit 

sMMO Nitrobenzol 1350 6,5 Vorliegende Arbeit 

sMMO Nitrobenzol 160 2 [Griethe, 2018] 

Buthanmonooxygenase Ethylen 4000 2,6 [Dubbels et al., 2007] 

Cytochrom P450 BM3 

(immobilisiert) 
Anisol 1000 2 [Valikhani et al., 2018] 
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durch H2O2 minimiert werden [Dubbels et al., 2007]. Auch bei der präparativen, enzymati-

schen Synthese von Dihydroxyacetonphosphat und verschiedenen Ketose-1-Phosphaten 

wurde Katalase in einer Enzymkaskade mit der Glycerinphosphatoxidase und unterschiedli-

chen Aldolasen eingesetzt. Durch den Zusatz von 100 U/mL Katalase ein stabiler Produkti-

onsprozess mit Umsätzen von 70 – 96 % entwickelt werden [Fessner und Sinerius, 1994]. 

Alternativ zur Disproportionierung von H2O2 mittels Katalase könnten auch andere Enzyme 

eingesetzt werden, die Peroxid als Substrat für Oxidationsreaktionen nutzen und damit eine 

Akkumulation im Reaktionsansatz verhindern. Peroxygenasen und Peroxidasen sind in den 

letzten Jahren in den Fokus der bioorganischen Chemie gerückt. Sie nutzen H2O2, um C-H-

Bindungen zu oxidieren, und sind damit unabhängig von zusätzlichen Elektronenquellen, wie 

NADH oder NADPH. Das Review von Burek et al. bietet einen Überblick über die verschie-

denen Peroxid-nutzenden Enzyme und deren Anwendungspotenzial [Burek et al., 2019]. 

Bezogen auf das Ziel der vorliegenden Arbeit bietet die unspezifische Peroxygenase (UPO) 

aus Agrocybe aegerita eine vielversprechende Alternative und könnte anstelle der Katalase 

in der Enzymkaskade eingesetzt werden. Die UPO ist in der Lage, sowohl Benzol, als auch 

Naphthalin zu hydroxylieren [Karich et al., 2013; Kluge et al., 2009]. Damit könnte H2O2 als 

Nebenprodukt der sMMO ebenfalls zur Hydroxylierung der Aromaten genutzt werden. Au-

ßerdem besitzt die UPO einen deutlich geringeren KM-Wert gegenüber H2O2 (1,37 mM, 

kcat/KM = 2,11*105 M-1 s-1 [Molina-Espeja et al., 2014]) als die verwendete Katalase aus Rin-

derleber (KM = 93 mM, kcat/KM = 2,28*106 M-1 s-1 [Switala und Loewen, 2002]) und ist bei ge-

ringeren Peroxidkonzentrationen effektiver. Für die UPO wurde jedoch bereits eine zwei- und 

dreifach-Hydroxylierung von Benzol nachgewiesen [Karich et al., 2013]. Möglicherweise wird 

das Produktspektrum dadurch in Richtung von Brenzkatechin, Hydrochinon oder Trihydroxy-

benzol verschoben. Der Einsatz wäre demnach von der Produktauswahl abhängig. 

 

In den zuvor diskutierten Untersuchungen wurde eine sMMO-Konzentration von 1 µM einge-

setzt, um einen bestmöglichen Vergleich mit den Literaturdaten zu ermöglichen. Zur Steige-

rung der Produktausbeute wurde als nächstes die Enzymkonzentration um den Faktor 5 von 

1 µM auf 5 µM erhöht. Die in Kapitel 3.2.2 dargestellten Ergebnisse zeigen, dass die Aus-

beute nur um den Faktor 2,3, von 19,9 % auf 45 %, erhöht werden konnte. Durch die erhöhte 

Reaktionsgeschwindigkeit stellte sich die Verfügbarkeit von gelöstem Sauerstoff als Substrat 

der sMMO als ein limitierender Faktor heraus. Bei der darauffolgenden Untersuchung des 

Verlaufs der Sauerstoffkonzentration zeigte sich, dass die Diffusionsgeschwindigkeit von 

Sauerstoff aus der Gasphase in die Flüssigphase in dem verwendeten Reaktionssystem die 

Reaktionsgeschwindigkeit limitierte. Die Limitierung äußerte sich durch einen charakteristi-

schen, linearen Anstieg der Produktkonzentration. 

Es ist bekannt, dass die Verfügbarkeit von Sauerstoff eine große Herausforderung bei der 

Entwicklung von biokatalytischen Reaktionssystemen darstellen kann [Çalik et al., 2004; 

Garcia-Ochoa und Gomez, 2009]. Die meisten Strategien zur Erhöhung der Sauerstofftrans-

ferrate (OTR) basieren auf einer Vergrößerung der Oberfläche zwischen Gas- und Flüssig-

phase. Eine große Oberfläche wird durch aktive Begasung und Energieeintrag zur Dispersi-

on der Blasen erreicht. Blasen- und Schaumbildung können jedoch zur Denaturierung von 

Proteinen und damit zur Inaktivierung von Enzymen führen [Perriman et al., 2007]. Um eine 

Denaturierung des Biokatalysators zu verhindern, wurde in der vorliegenden Arbeit keine 

aktive Begasung des Reaktionsvolumens durchgeführt, sondern lediglich die Rührgeschwin-

digkeit auf das verfügbare Maximum erhöht. Der volumetrische Stoffübergangskoeffizient kLa 



Diskussion          110 

konnte für das verwendete System bestimmt werden. Wie erwartet, erhöhte sich der kLa-

Wert mit steigender Rührgeschwindigkeit von 6,2*10-4 s-1 auf 2,6*10-3 s-1 (Abbildung 3.14, 

Seite 63). Eine wichtige Rolle spielt der kLa typischerweise bei der Kultivierung von Zellen 

und Mikroorganismen. Die Zusammenfassung, welche kLa-Werte zur Kultivierung von ver-

schiedenen Organismen unter Standardbedingungen erreicht werden sollten, um eine Sau-

erstoffsättigung von 30 % zu garantieren, ist von Seidel et al. veröffentlicht. Abhängig von 

der Sauerstoffaufnahme der Zellen variieren die Werte zwischen 2,4*10-3 s-1 für CHO-Zellen 

und 2,9*10-2 s-1 für E. coli-Zellen [Seidel et al., 2021]. Ein Direkter Vergleich der Literaturda-

ten mit den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit ist nicht möglich, da der kLa-Wert von vielen 

Prozessparametern abhängig ist. Dennoch können die Literaturwerte zur Einordnung der 

eigenen Werte dienen.  

Durch die erhöhte OTR konnte die Sauerstofflimitierung minimiert werden. Bei maximaler 

Rührgeschwindigkeit war keine Limitierung anhand eines linearen Bereichs der Progresskur-

ve zu erkennen. Die Ausbeute konnte von 45 % auf 56,8 % um den Faktor 1,26 erhöht wer-

den. Für den biotechnischen Einsatz der sMMO ist die Verfügbarkeit von Sauerstoff in der 

Lösung sicherzustellen. Dabei sollten Methoden genutzt werden, die die Proteinstabilität 

nicht gefährden. 

Mit den bisherigen Anpassungen konnte die Produktausbeute von 3,1 auf 56,8 % gesteigert 

werden. Bei der standardmäßig eingesetzten Substratkonzentration von 1 mM Nitrobenzol 

waren am Ende der Reaktion noch 432 µM vorhanden. Die Umsatzsteigerung führte dazu, 

dass die Substratkonzentration unter den KM-Wert von 510 µM [Griethe, 2018] sank.  

Zur Erhöhung der Reaktionsgeschwindigkeit und um zu verhindern, dass die Substratkon-

zentration im Reaktionsverlauf unter den KM sinkt, wurde in den folgenden Reaktionen die 

Konzentration von Nitrobenzol auf 2 mM und 5 mM erhöht (Abbildung 3.16, Seite 66). In der 

Reaktion mit 5 mM Nitrobenzol konnte die höchste Produktkonzentration von 0,98 mM er-

reicht werden. Im Vergleich zur Startbedingung entsprach dies einer Steigerung um den Fak-

tor 32. Die prozentuale Ausbeute ist durch die höhere Substratkonzentration verringert 

(46,6 % bei 2 mM Nitrobenzol und 19,6 % bei 5 mM Nitrobenzol). Der Verlauf der Produkt-

konzentrationen in den Reaktionen mit 2 und 5 mM Nitrobenzol zeigte unter den gewählten 

Bedingungen einen linear verlaufenden Bereich, welcher auf eine Sauerstofflimitierung hin-

deutet. Die Steigung ist bei höheren Substratkonzentrationen geringer. Die Korrelation der 

Steigung im linearen Bereich der Progresskurve zu der Diffusionsrate von Sauerstoff konnte 

bereits gezeigt werden (Kapitel 3.2.3, Seite 61). Die Diffusionsrate ist unter anderem abhän-

gig von der Differenz der apparenten Sauerstoffkonzentration zur Gleichgewichtskonzentra-

tion. Möglicherweise hat die hohe Konzentration von Nitrobenzol einen Einfluss auf die Lös-

lichkeit von Sauerstoff und damit auf die Gleichgewichtskonzentration. Die Rührgeschwin-

digkeit konnte zur Steigerung der Diffusionsrate in dem verwendeten System nicht weiter 

erhöht werden. Deshalb wurden keine weiteren Untersuchungen diesbezüglich durchgeführt. 

 

Mit Hilfe des Modellsubstrats Nitrobenzol wurden verschiedene Faktoren, die die Enzymre-

aktion der sMMO limitieren, identifiziert. Es wurden Strategien entwickelt, mit denen diese 

Limitationen umgangen und die Ausbeute der Enzymreaktion gesteigert werden kann. Für 

einen biotechnologischen Einsatz der sMMO sollte Katalase mit einer Aktivität von 

1350 U/mg zu jeweils 1 µM sMMO zugesetzt werden. Außerdem sollte die Verfügbarkeit der 

benötigten Substrate sichergestellt werden. Für das schlecht lösliche Substrat Sauerstoff 

kann ein gerührtes Reaktionssystem den kontinuierlichen Nachschub durch Diffusion ver-
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bessern. Abhängig von den kinetischen Parametern der sMMO und der Löslichkeit der Sub-

strate sind alternative Strategien zu untersuchen. 

4.3 Umsatz der Zielsubstrate Ethylen, Benzol und 

Naphthalin mit der sMMO 

Für die Zielsubstrate Ethylen, Benzol und Naphthalin, welche Zwischenprodukte der chemi-

schen Methandehydroaromatisierung sind, wurden im Rahmen der vorliegenden Arbeit zu-

nächst Reaktionsverfahren methodisch entwickelt. Diese erlaubten das zeitaufgelöste Ver-

folgen des Umsatzes mit gereinigter sMMO (Kapitel 3.3, Seite 67). Die Wahl fiel auf die 

sMMO als Biokatalysator, weil diese in der Lage ist, alle drei Zielsubstrate umzusetzen. In 

der Literatur wird das breite Substratspektrum der sMMO als großes Potenzial zur biotechni-

schen Anwendung hervorgehoben. Detaillierte Untersuchungen zu einzelnen Substraten 

fehlen jedoch.  

Der Umsatz von Benzol durch die sMMO wurde erstmals von Colby et al. 1977 beschrieben. 

Die Bildung von Phenol konnte unter Verwendung eines Rohextraktes von Methylococcus 

capsulatus Bath nachgewiesen und auf die sMMO Aktivität zurückgeführt werden [Colby et 

al., 1977]. In nachfolgenden Arbeiten wurden Phenol und Hydrochinon als Produkte der en-

zymatischen Hydroxylierung von Benzol identifiziert [Pilkington und Dalton, 1990]. Den ers-

ten Umsatz von Benzol zu Phenol mit gereinigten sMMO-Komponenten aus Methylosinus 

trichosporium OB3b zeigten M. Rataj und Kollegen 1991 [Rataj et al., 1991]. Bisher wurde in 

keiner Veröffentlichung die Phenolbildung zeitaufgelöst gezeigt. Aktivitätswerte basierten 

lediglich auf dem O2- oder NADH-Verbrauch oder auf einer Endpunktbestimmung der Phe-

nolkonzentration. In der vorliegenden Arbeit konnte der zeitliche Verlauf der Phenolbildung 

durch die sMMO gezeigt werden. Dabei wurde das Substrat Benzol aus einer gesättigten 

Lösung im verwendeten Puffer zugegeben. Ein vergleichbarer Reaktionsaufbau wurde von 

Hyman et al. beschrieben [Hyman et al., 1985]. Wie bereits im Ergebnisteil in Kapitel 3.3.1 

(Seite 67) beschrieben, stellt die Flüchtigkeit von Benzol ein Problem dar. Die Konzentration 

zu Versuchsbeginn kann anhand der Verdünnung aus der gesättigten Lösung berechnet 

werden. Durch die Aufarbeitung der Proben im Reaktionsverlauf ist jedoch ein Verlust von 

Benzol vor der Analyse der Proben nicht zu vermeiden. Wie auch von Rataj et al. beschrie-

ben [Rataj et al., 1991], konnte in diesem Versuch der vorliegenden Arbeit ausschließlich 

Phenol als Hydroxylierungsprodukt nachgewiesen werden. Die Progresskurve der Produkt-

konzentration zeigt einen hyperbolen Verlauf, der vergleichbar ist mit dem Umsatz von Nitro-

benzol (Reaktion A, Abbildung 3.11, Seite 59). Durch die Entkopplung der Reaktion und die 

Akkumulation von H2O2 wird die sMMO nach einigen Minuten inhibiert. Der Mechanismus der 

Entkopplung und der Bildung von H2O2 sind in der Einleitung in Kapitel 1.1.6 (Seite 9) be-

schrieben. Diese Beobachtung wurde in der Literatur beim Umsatz von Benzol bisher nicht 

beschrieben. Der zeitliche Verlauf der Phenolbildung durch die sMMO ist in der vorliegenden 

Arbeit erstmals gezeigt, wobei Proben nach definierten Zeitpunkten entnommen und mittels 

HPLC quantitativ analysiert wurden. 

Das bizyklische Naphthalin stellt das zweite aromatische Zwischenprodukt aus der Met-

handehydroaromatisierung dar. In Kapitel 3.3.2 (Seite 69) wurde der sMMO-katalysierte Um-

satz von Naphthalin zu 1- und 2-Naphthol untersucht. Naphthalin wurde 1981 erstmals als 

Substrat der sMMO beschrieben. Dabei wurde Rohextrakt von M. capsulatus Bath verwen-

det und ein Produktverhältnis von 60 % 1-Npahthol zu 40 % 2-Naphthol nachgewiesen 
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[Dalton et al., 1981]. Den ersten Umsatz von Naphthalin mit gereinigten sMMO-

Komponenten zeigten Brusseau et al. nach Zuarbeit von J. Lipscomb und B. Fox [Brusseau 

et al., 1990; Fox et al., 1989]. Außerdem nutzten Brusseau et al. den von Wackett und Gib-

son entwickelten Assay zur Quantifizierung der Hydroxylierung von Aromaten mit Hilfe eines 

Diazo-Farbkomplexes [Wackett und Gibson, 1983]. Seitdem wird Naphthalin als Substrat für 

den sMMO-Aktivitätsnachweis in ganzen Zellen methanotropher Organismen verwendet 

[Zhang et al., 2009]. Die Produktspezifität bezüglich der Naphthol-Isomere wurde seither 

nicht weiter untersucht. Auch eine zeitaufgelöste Darstellung der Produktbildung ist bislang 

nicht veröffentlicht. In der vorliegenden Arbeit konnte das Verhältnis von 60 % 1-Naphthol zu 

40 % 2-Naphthol bestätigt werden. Auch der Umsatz von Naphthalin mit gereinigten sMMO-

Komponenten zeigt eine Stagnation der Produktbildung nach einigen Minuten, die auf die 

Entkopplung des Elektronentransfers und die Akkumulation von H2O2 zurückzuführen ist. 

Das Ergebnis stimmt mit den Erwartungen aus den vorherigen Versuchen mit den Substra-

ten Nitrobenzol (Reaktion A, Abbildung 3.11, Seite 59) und Benzol (Abbildung 3.18, Seite 69) 

überein. 

Das dritte Zwischenprodukt aus der Methandehydroaromatisierung, welches in der vorlie-

genden Arbeit enzymatisch oxidiert wurde, ist das gasförmige Ethylen. Ethylen wurde als 

Substrat der sMMO eingesetzt und die enzymatische Bildung von Ethylenoxid wurde zeitauf-

gelöst verfolgt. Die Ergebnisse sind in Kapitel 3.3.3 (Seite 71) dargestellt.  

Der Umsatz von Ethylen mit der sMMO wurde ebenfalls von Colby et al. 1977 erstmals ge-

zeigt [Colby et al., 1977]. Die Arbeitsgruppe war in der Lage die Bildung von 3,54 mM Ethyl-

enoxid auf die Aktivität der sMMO im Rohextrakt des Organismus Methylococcus capsulatus 

Bath zurückzuführen. In weiterführenden Untersuchungen wurde Ethylen als Substrat für die 

Aktivitätsbestimmung von sMMO-Fraktionen aus M. capsulatus Bath verwendet [Colby und 

Dalton, 1978; Colby und Dalton, 1979] und später aufgrund der einfacheren Handhabung 

durch Propylen ersetzt [Pilkington und Dalton, 1990]. M. capsulatus Bath und Methylocystis 

sp. stellen bislang die einzigen methanotrophen Organismen dar, in denen eine Aktivität der 

sMMO gegenüber Ethylen nachgewiesen wurde [Grosse et al., 1999]. Mit der sMMO aus M. 

trichosporium OB3b wurde bisher kein Ethylen-Umsatz beschrieben. In Abbildung 3.21 (Sei-

te 72) konnte erstmals die Produktion von 40 µM Ethylenoxid mit gereinigten sMMO-

Komponenten mit der MMOH aus M. trichosporium OB3b gezeigt werden. Die kontinuierliche 

Quantifizierung der Substrate und Produkte mittels Massenspektrometrie ermöglichte eine 

präzise Analyse des Reaktionsverlaufs. Für das gasförmige Substrat Ethylen und das eben-

falls gasförmige Produkt Ethylenoxid stellt das verwendete Massenspektrometer eine geeig-

nete Methode zur Prozessüberwachung dar. Der Verlauf der Produktkonzentration ist mit 

denen der vorangegangenen Experimente zum Umsatz von Benzol und Naphthalin ver-

gleichbar. Unabhängig vom Substrat nähert sich die Produktkonzentration nach 10 bis 15 

Minuten einem Maximum zwischen 35 und 50 µM an. Wie die Ergebnisse in Kapitel 3.2.1 

(Seite 59) zeigen, ist diese Limitierung auf die Entkopplung des Elektronentransfers und die 

Bildung des inhibitorischen Nebenprodukts H2O2 zurückzuführen. Die bereits vorgestellten 

Strategien, um die Limitierungen des Umsatzes zu umgehen, wurden in den Kapitel 3.5 (Sei-

te 76 - 91) in Experimenten für den technischen Umsatz der Zielsubstrate Benzol, Naphthalin 

und Ethylen angewendet. 

Für alle drei Zielsubstrate konnten Reaktionssysteme entwickelt werden, mit denen der Re-

aktionsverlauf zeitaufgelöst verfolgt werden kann. Dadurch konnten Reaktionsgeschwindig-

keiten ermittelt und kinetische Parameter der sMMO für die jeweiligen Substrate bestimmt 

werden. 
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4.4 Kinetische Untersuchung der sMMO mit Ethylen, 

Benzol und Naphthalin 

Für den biotechnologischen Einsatz der sMMO sind Kenntnisse über enzymkinetische Pa-

rameter für die Zielsubstrate essenziell. Sie ermöglichen die Einstellung von Reaktionsbe-

dingungen, unter denen die sMMO bestmögliche Umsatzraten zeigt und geben Aufschluss 

über mögliche Inhibierungen. Bisher konzentrierten sich die meisten Untersuchungen der 

sMMO auf den Katalysemechanismus und die Identifizierung einzelner Übergangszustände 

im katalytischen Zentrum. Makroskopische Untersuchungen zur Enzymkinetik sind bisher nur 

wenig beschrieben. In Tabelle 4.5 sind bereits bekannte Literaturwerte zu enzymkinetischen 

Parametern der sMMO für verschiedene Substrate zusammengefasst und mit den Werten 

aus der vorliegenden Arbeit verglichen. 

Tabelle 4.5: Zusammenfassung der kinetischen Parameter der sMMO 

Substrat Stamm 
KM 

[µM] 

kcat  

[s-1] 

Ki  

[µM] 
Referenz 

Methan 

M. trichosporium OB3b 25 3,7 - [Fox et al., 1990] 

M. trichosporium OB3b 66 k. A. - [Tonge et al., 1977] 

M. capsulatus Bath 3 k. A. - [Pilkington und Dalton, 1990] 

Furan M. trichosporium OB3b 35 7,6 - [Fox et al., 1990] 

Propylen M. trichosporium OB3b k. A. 4,4 - [Fox et al., 1990] 

Sauerstoff M. capsulatus Bath 16,8 k. A. - [Pilkington und Dalton, 1990] 

Nitrobenzol M. trichosporium OB3b 460 k. A. - [Liu et al., 2005] 

Nitrobenzol M. trichosporium OB3b 510 0,62 - [Griethe, 2018] 

Benzol M. trichosporium OB3b 75 0,37 1645 Vorliegende Arbeit 

Naphthalin M. trichosporium OB3b 380 0,96 - Vorliegende Arbeit 

Ethylen M. trichosporium OB3b 305 0,2 - Vorliegende Arbeit 

 

In der vorliegenden Arbeit  wurde für alle drei Zielsubstrate Benzol, Naphthalin und Ethylen 

jeweils die Reaktionsgeschwindigkeit in Abhängigkeit von der Substratkonzentration be-

stimmt und daraus die enzymkinetischen Parameter KM, Vmax und kcat ermittelt. Die Ergebnis-

se sind in Kapitel 3.4 (Seite 73) beschrieben. 

Für das Substrat Benzol wurde eine Substratüberschusshemmung detektiert (Ki = 1645 µM, 

Tabelle 3.5, Seite 75). Dass die sMMO durch Substratüberschuss inhibiert wird, ist bisher 

nicht in der Literatur beschrieben. Sowohl Liu et al. als auch A. Griethe untersuchten die Ki-

netik der sMMO für das strukturell ähnliche Substrat Nitrobenzol, identifizierten jedoch kei-

nen inhibierenden Effekt. Allerdings lagen die höchsten eingesetzten Substratkonzentratio-

nen lediglich um einen Faktor von 3 bis 10 über dem ermittelten, apparenten KM. Ein mögli-

cher Einfluss höherer Substratkonzentrationen wurde nicht in Betracht gezogen [Griethe, 

2018; Liu et al., 2005]. Aufgrund der wenigen vorhandenen kinetischen Daten zur sMMO ist 

eine Substratüberschusshemmung auch für andere Substrate nicht auszuschließen. Unter-

suchungen anderer Enzyme der Monooxygenase-Familie zeigten bereits inhibierende Effek-

te von Substraten [Ferroni et al., 2016; Lin et al., 2001]. Lin und Kollegen untersuchten bei-

spielsweise zehn verschiedene Cytochrom P450-Enzyme und identifizierten Substratinhibie-

rungen bei sechs davon. Die ermittelten Ki-Werte lagen um Faktoren zwischen 1,2 und 10 

über dem KM-Wert [Lin et al., 2001]. 
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Für das Ziel der vorliegenden Arbeit, unter anderem Benzol zu Phenol zu hydroxylieren und 

diese Reaktion mit einem Fokus auf die Produktausbeute und die TTN des Biokatalysators 

zu optimieren, ist die beobachtete Substratüberschusshemmung ein essenzieller Faktor und 

muss bei der Planung des technischen Umsatzes berücksichtigt werden. Um eine maximale 

Reaktionsgeschwindigkeit zu erreichen sollte die lokale Benzolkonzentration in einem Be-

reich liegen, in dem der inhibierende Effekt minimal ist. 

Die kinetische Untersuchung mit dem Substrat Naphthalin ergab einen KM-Wert von 380 µM, 

welcher in der gleichen Größenordnung liegt, wie die Literaturwerte für das ebenfalls aroma-

tische Substrat Nitrobenzol. Aufgrund der geringen Löslichkeit lag die höchste eingesetzte 

Substratkonzentration bei 360 µM und damit unterhalb des ermittelten apparenten KM. Die 

Reaktion konnte nicht in Substratsättigung durchgeführt werden. Deswegen war keine Sub-

stratüberschusshemmung nachweisbar und die Regression der kinetischen Parameter wur-

de nach der klassischen Michaelis-Menten-Kinetik durchgeführt. 

Für das Substrat Ethylen wurde ein KM-Wert von 305 µM bestimmt. Auch in diesem Fall ist 

zu beachten, dass keine komplette Substratsättigung erreicht wurde. Die höchste eingesetz-

te Substratkonzentration liegt nur um den Faktor 6,5 über dem ermittelten, apparenten KM. 

Ein inhibierender Effekt wurde nicht beobachtet. Der ermittelte KM-Wert für Ethylen liegt mit 

305 µM deutlich über den publizierten KM-Werten der sMMO für das natürliche Substrat Me-

than (25 µM [Fox et al., 1990], 66 µM [Tonge et al., 1977]). 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zur kinetischen Charakterisierung der sMMO fügen 

dem Wissensstand Informationen über drei weitere nicht-natürliche Substrate hinzu. Für das 

Ziel der vorliegenden Arbeit, den sMMO-katalysierten Umsatz von Benzol, Naphthalin und 

Ethylen zu optimieren, sind die Kenntnisse über die enzymkinetischen Parameter essenziell. 

Dadurch können Reaktionsbedingungen gezielt angepasst und optimiert werden und Ergeb-

nisse im Hinblick auf die kinetischen Eigenschaften des Enzyms interpretiert werden. 

4.5 Untersuchungen zur Optimierung des enzymatischen 

Umsatzes von Ethylen, Benzol und Naphthalin 

Nachdem umsatzlimitierende Faktoren der sMMO-Reaktion untersucht und die Zielsubstrate 

kinetisch charakterisiert worden waren, wurden in Kapitel 3.5 (Seite 76) diese Erkenntnisse 

genutzt und Reaktionssysteme zur Erhöhung der Produktausbeute und der maximalen Zyk-

luszahl des Enzyms (total turnover number, TTN) für die jeweiligen Substrate Ethylen, Ben-

zol und Naphthalin entwickelt. 

4.5.1 Enzymatischer Umsatz von Ethylen im 10-mL- und im 700-mL-Maßstab 

Das zunächst für den Umsatz von Ethylen entwickelte Reaktionssystem (3.3.3, Seite 71) 

wurde anschließend weiter optimiert (Kapitel 3.5.1.1, Seite 76). Die Enzymkaskade aus Glu-

cosedehydrogenase (GDH) zur Cofaktorregenerierung und Katalase (Cat) zur Disproportio-

nierung von H2O2 wurde implementiert. Dadurch konnten die finale Produktkonzentration und 

die prozentuale Ausbeute um den Faktor 24 auf 970 µM bzw. 4,7 % und die TTN um den 

Faktor 64 auf 485 gesteigert werden (Tabelle 3.6, Seite 81). Wie bereits in Kapitel 4.3 (Seite 

111) genannt, sind bisher keine vergleichbaren Untersuchungen zum Umsatz von Ethylen 

mit gereinigter sMMO veröffentlicht. Um das Ergebnis der vorliegenden Arbeit dennoch ein-

ordnen zu können, bietet sich ein Vergleich mit den Ergebnissen von Colby et al. 1977 an. In 

Rohextrakt von M. capsulatus Bath wurde der Umsatz von Ethylen und die Produktion von 

3,54 mM Ethylenoxid innerhalb von 12 Minuten nachgewiesen. Bezogen auf die eingesetzte 
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Proteinmenge wurde eine spezifische Aktivität von 148 mU/mg bestimmt [Colby et al., 1977]. 

Zu beachten ist, dass die Reaktion mit einer Proteinkonzentration von 2 mg/mL Rohextrakt 

und bei der für M. capsulatus Bath optimalen Temperatur von 45 °C durchgeführt wurde. Die 

Versuchsbedingungen wichen deutlich von denen in der vorliegenden Arbeit ab. Die MMOH 

macht in M. capsulatus Bath einen Anteil von ca. 16 % der löslichen Proteinfraktion aus 

[Pilkington und Dalton, 1990]. Demnach ließe sich die von Colby et al. bestimmte spezifische 

Aktivität auf die eingesetzte Menge an MMOH umrechnen und läge bei ca. 925 mU/mg 

[Colby et al., 1977]. Verglichen mit den Ergebnissen der vorliegenden Arbeit konnte mit dem 

Rohextrakt eine höhere Produktkonzentration erreicht werden. Die berechnete spezifische 

Aktivität der MMOH war ebenfalls höher, als die der gereinigten sMMO in der vorliegenden 

Arbeit (Tabelle 3.6, Seite 81). Ebenfalls mit Rohextrakt eines Methanotrophen konnten Gros-

se et al. auch den Umsatz von Ethylen zu Ethylenoxid zeigen. Die Arbeitsgruppe nutzte den 

Stamm Methylocystis sp. WI 14. Der Anteil der MMOH am Gesamtprotein des Stammes 

wurde auf 10 % geschätzt.  Die auf die eingesetzte Proteinmenge bezogene spezifische Ak-

tivität betrug 33,6 mU/mg [Grosse et al., 1999]. Bezogen auf den Anteil der MMOH kann eine 

spezifische Aktivität von 336 mU/mg berechnet werden. 

Die in der vorliegenden Arbeit ermittelte spezifische Aktivität (488 - 680 mU/mg) liegt in der 

gleichen Größenordnung, wie die der Untersuchungen mit Rohextrakt methanotropher Bak-

terien. Diese quantitativen Vergleiche sind jedoch nur bedingt aussagekräftig, da unter-

schiedliche Ursprungsorganismen der sMMO verwendet wurden und Reaktionsbedingungen 

und Analysemethoden unterschiedlich sind. 

Bisher wurden nur wenige andere Enzyme beschrieben, die in der Lage sind, Ethylen als 

Substrat zu nutzen. Eine Übersicht über Untersuchungen zur biokatalytischen Produktion 

von Ethylenoxid ist in Tabelle 4.6 dargestellt. Mit Rohextrakt pMMO-bildender M. trichospori-

um OB3b-Zellen konnte ein Umsatz von Ethylen zu Ethylenoxid gezeigt werden [Miyaji, 

2011]. Der Stamm M. trichosporium IMV 3011 wurde ebenfalls als Ganzzellkatalysator zur 

Ethylenoxidproduktion eingesetzt. Es konnten Produktkonzentrationen von 40 – 240 nM er-

reicht werden [Xin et al., 2017]. Weitere Ethylen-umsetzende Enzyme sind die Alkenmo-

nooxygenase aus dem gram-positiven Bakterium Nocardioides sp. und die Ammoniummo-

nooxygenase aus dem gram-negativem Bakterium Nitrosomonas europaea [Bennett et al., 

2016; Mattes et al., 2006]. Für Untersuchungen zur biokatalytischen Produktion von Ethylen-

oxid, wurden Mutanten der Toluolmonooxygenase entwickelt, die in der Lage sind, Ethylen 

umzusetzen. Mit ganzen E. coli-Zellen, die diese Varianten produzierten, konnten innerhalb 

von 200 Minuten bis zu 0,7 mM Ethylenoxid produziert werden. Aktivitätswerte bezogen auf 

die eingesetzte Enzymmenge sind dazu nicht veröffentlicht [Carlin et al., 2015]. 

Tabelle 4.6: Biokatalytische Produktion von Ethylenoxid aus Ethylen 

Biokatalysator Ethylenoxid produziert  Referenz 

M. capsulatus Bath Rohextrakt 3,54 mM  [Colby et al., 1977] 

Methylocystis sp. WI 14 Rohextrakt k. A.  [Grosse et al., 1999] 

M. trichosporium OB3b (ganze Zellen) k. A.  [Miyaji, 2011] 

M. trichosporium OB3b (ganze Zellen) 40 – 240 nM  [Xin et al., 2017] 

Rekombinante Toluolmonooxygenase-

Varianten in E. coli-Zellen 
0,7 mM  [Carlin et al., 2015] 

Gereinigte sMMO 1,08 mM  Vorliegende Arbeit 
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Nachdem die Enzymkaskade eingebunden und der Ethylenumsatz im 10-mL-Maßstab opti-

miert worden war, konnte in Kapitel 3.5.1.2 (Seite 77) der Reaktionsmaßstab auf 700 mL 

vergrößert und der enzymatische Umsatz in einem Membranreaktor gezeigt werden. Enzym-

reaktoren sind für die biotechnologische Anwendung von Enzymen essenziell. Die Art und 

der Aufbau des Reaktors müssen dabei an die benötigten Bedingungen der Biokatalyse an-

gepasst werden. Der Membranreaktor bietet ein geeignetes Reaktionssystem für den Um-

satz des gasförmigen Substrats Ethylen. Während sich im 10-mL-Maßstab in Kapitel 3.5.1.1 

(Seite 76) potenziell ein explosionsfähiges Gemisch der gasförmigen Substrate Ethylen und 

Sauerstoff im Kopfraum des Reaktionsgefäßes bilden kann, wurde dies durch die Verwen-

dung des Membranreaktors verhindert. Ethylen und Sauerstoff wurden über zwei voneinan-

der getrennte Membranen dem Reaktionssystem zugeführt wurden (Abbildung 2.2, Seite 

41). Für eine technische Anwendung und die Planung eines enzymatischen Produktionspro-

zesses ist die Vermeidung solcher Sicherheitsrisiken ein großer Vorteil.  

Über den Partialdruck von Sauerstoff bzw. Ethylen an der jeweiligen Membran konnte die 

jeweilige Substratkonzentration in der Lösung kontrolliert werden. Unklar war zunächst, ob 

die ausgewählten Silikonmembranen einen möglichen Einfluss auf die Enzymreaktion haben 

und ob die Permeabilität der Membranen eine ausreichende Substratversorgung ermöglicht. 

Basierend auf den Ergebnissen in Kapitel 3.5.1.2 (Abbildung 3.24, Seite 78 und Abbildung 

3.26, Seite 80) wurde gezeigt, dass der Zusatz von Rinderserumalbumin (BSA) als Memb-

ran-blockierendes Agens notwendig ist, um die Adsorption für die Reaktion essenzieller Pro-

teinbestandteile an Membranoberflächen zu verhindern. Dass BSA einen positiven Einfluss 

auf die Stabilität von Enzymreaktionen haben kann, ist bekannt: H. Bisswanger beschrieb 

einen generellen stabilisierenden Effekt von hohen Konzentrationen eines inerten Proteins 

wie BSA auf Enzyme [Bisswanger, 2014]. Mehrere Publikationen zeigten den positiven Ein-

fluss von BSA-Zusätzen auf die Produktausbeute in Polymerasekettenreaktionen (PCR) mit 

der Schlussfolgerung, dass BSA die Adsorption von Enzymen an den hydrophoben Oberflä-

chen der Kunststoffgefäße verhindert [Farell und Alexandre, 2012; Nagai et al., 1998]. Durch 

den Zusatz von BSA konnte in der vorliegenden Arbeit über 1 mM Ethylenoxid in dem 

Membranreaktor enzymatisch produziert werden. Vergleichbar mit dem Ergebnis im 10-mL-

Maßstab stagnierte die Produktkonzentration nach 60 Minuten Reaktionszeit, vermutlich auf-

grund der Inaktivierung der MMOH.  

Enzym-Membran-Reaktoren werden in der Regel für Prozesse eingesetzt, in denen eine 

kontinuierliche Zuführung von Substrat und eine kontinuierliche Abtrennung von Produkt er-

reicht werden soll, während der Biokatalysator in einem eingeschlossenen Reaktionsraum 

verbleibt. Eine Zusammenfassung der gängigen Enzym-Membran-Reaktor-Prozesse bietet 

das Review von Rios und Kollegen [Rios et al., 2004]. Der Verlauf der Konzentrationen von 

Sauerstoff und Ethylen in der Lösung zeigt, dass die Permeabilität der Membran ausreicht, 

und ein Substratnachschub gewährleistet ist (Abbildung 3.26, Seite 80). Eine Abführung des 

gebildeten Produkts wurde im Rahmen der vorliegenden Arbeit nicht weiter untersucht. Ethy-

lenoxid ließe sich möglicherweise ebenfalls über die Membranen austragen und könnte aus 

dem gasförmigen Substrat-Produkt-Gemisch isoliert werden. 

Die Abtrennung von Produkten nach der Synthese ist häufig zeit- und energieaufwändiger, 

als der Produktionsprozess selbst. Deswegen bieten Membranreaktorsysteme Vorteile in der 

Implementierung von ökonomischen Produktionsprozessen. Ein Prozess zur enzymatischen 

Produktion von Ethylenoxid in einem Membranreaktor ist bisher in der Literatur nicht be-

schrieben und konnte in der vorliegenden Arbeit erstmals demonstriert werden.  
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4.5.2 Enzymatischer Umsatz von Benzol im 1- und im 2-Phasen-System 

In Kapitel 3.5.2 (Seite 81) wurde der Umsatz von Benzol untersucht und das Reaktionssys-

tem optimiert, um eine hohe Produktausbeute und eine hohe TTN des Katalysators zu errei-

chen. Da das flüssige Substrat Benzol andere Ansprüche an das Reaktionssystem stellt, als 

das gasförmige Ethylen, wurde der Membranreaktor nicht in Betracht gezogen. Die Reaktion 

wurde in einem geschlossenen und gerührten Gefäß durchgeführt. Durch Zusatz der En-

zymkaskade aus GDH und Katalase und Optimierung der Reaktionsparameter konnte die  

prozentuale Ausbeute von 5,5 auf 90 % um den Faktor 16 und die TTN von 55 auf 536 um 

den Faktor 9,7 gesteigert werden (Tabelle 3.8, Seite 87). Neben Phenol konnte Hydrochinon 

als sekundäres Hydroxylierungsprodukt nachgewiesen werden. Damit konnten die Ergebnis-

se von Pilkington et al. bestätigt werden [Pilkington und Dalton, 1990], nachdem Colby et al. 

und Stirling et al. lediglich Phenol als Hydroxylierungsprodukt von Benzol identifizierten 

[Colby et al., 1977; Stirling et al., 1979]. Vergleichbare Beobachtungen wurden auch für die 

ebenfalls über ein Nicht-Häm-Di-Eisen-Zentrum verfügende Ammoniakmonooxygenase ge-

macht. Hyman et al. untersuchten die Hydroxylierung von Benzol durch Ganzzellkatalyse 

des Organismus Nitrosomonas europaea. Sie konnten nachweisen, dass zunächst Phenol 

gebildet wird, welches dann zu Hydrochinon hydroxyliert wird [Hyman et al., 1985]. Auch 

Peroxygenasen, die über einen anderen Reaktionsmechanismus unter Verwendung von 

H2O2 verfügen, können Benzol zu Phenol und weiter zu Hydrochinon hydroxylieren 

[Hofrichter und Ullrich, 2014]. In den genannten Fällen ist die para-Position präferiert. Für die 

unspezifische Peroxygenase aus Agrocybe aegerita wurde auch das meta-Isomer Brenzca-

techin als Produkt detektiert [Karich et al., 2013]. In der vorliegenden Arbeit konnten sowohl 

Brenzcatechin, als auch Resorcin lediglich in Spuren detektiert werden. Die Konzentrationen 

lagen jedoch immer unterhalb der Bestimmungsgrenze von 10 µM.  

Da bereits in den kinetischen Untersuchungen gezeigt wurde, dass die Benzolkonzentration 

einen erheblichen Einfluss auf die sMMO hat, wurden Experimente zum Umsatzsteigerung 

mit verschiedenen Benzolkonzentrationen durchgeführt. In der Reaktion B2 mit 3 mM Benzol 

(Abbildung 3.27, Seite 82) betrug die initiale Reaktionsgeschwindigkeit 49 µM/min. Unter 

Berücksichtigung der eingesetzten sMMO-Konzentration stimmt die Reaktionsgeschwindig-

keit mit den zuvor ermittelten kinetischen Daten überein (Kapitel 3.5, Abbildung 3.22A, Seite 

75). In Reaktion B3 (Abbildung 3.28, Seite 83) war die Reaktionslösung mit Benzol gesättigt, 

die Konzentration betrug 23 mM. Durch die hohe Benzolkonzentration wurde die sMMO wie 

erwartet stärker inhibiert und die Reaktionsgeschwindigkeit verringerte sich auf 9,8 µM/min. 

Der Vergleich von Reaktion B2 und Reaktion B3 zeigt, dass sich die Produktverteilung über 

die eingesetzte Substratkonzentration beeinflussen ließ. Durch den Einsatz eines Über-

schusses von Benzol (Reaktion B3), war Phenol das präferierte Produkt der Reaktion. Die 

geringere Benzolkonzentration (Reaktion B2) führte zu einem höheren Anteil von Hydrochi-

non am Ende der Reaktion. Der Grund für den Wechsel in der Substratpräferenz liegt in den 

kinetischen Eigenschaften der sMMO in Bezug auf Benzol und Phenol. Sinkt die Benzolkon-

zentration im Reaktionsverlauf unter den KM-Wert (75 µM, Abbildung 3.22, Seite 75), wäh-

rend die Phenolkonzentration über den KM-Wert (1,4 mM, Daten nicht gezeigt) steigt, verläuft 

der Phenolumsatz schneller, als die Bildung von Phenol. Dadurch sinkt die Phenolkonzentra-

tion und Hydrochinon akkumuliert. 

Dem Fokus des Projektes, in welches die vorliegende Arbeit eingebettet war, entsprechend, 

sollte Phenol das Hauptprodukt der Reaktion sein. Um die enzymatische Produktion von 

Phenol möglichst effizient zu gestalten, wurde in Kapitel 3.5.2.2 (Seite 83) ein 2-Phasen-



Diskussion          118 

System als Reaktionsaufbau entwickelt, der eine permanente Verfügbarkeit von Benzol si-

cherstellt, ohne dass die Reaktionsgeschwindigkeit durch hohe Substratkonzentrationen zu 

sehr verringert wird. Eine organische Phase diente als Substratreservoir. In der wässrigen 

Phase fand die Enzymreaktion statt. Durch Diffusion des Substrates von der organischen in 

die wässrige Phase wurde der Nachschub von Benzol sichergestellt. Zunächst wurde der 

Einfluss verschiedener organischer Lösungsmittel auf die sMMO-Aktivität untersucht. Es 

musste sichergestellt werden, dass das verwendete Lösungsmittel keinen negativen Einfluss 

auf die Aktivität oder Stabilität der sMMO hat. Aus Vorversuchen war bekannt, dass die 

sMMO schon bei geringen Konzentrationen von organischen Lösungsmitteln (Acetonitril, 

DMSO), die in wässriger Lösung vorlagen, einen Großteil ihrer Aktivität verliert (Anhang 8.7, 

Seite 155). Außerdem beinhaltet das bekannte Substratspektrum der sMMO viele längerket-

tige Alkane und Alkohole, die als Lösungsmittel für eine organische Phase in Frage kämen, 

unter anderem n-Hexan und n-Octan [Colby et al., 1977]. Es konnte gezeigt werden, dass 

die geringen Löslichkeitswerte von n-Hexan und 1-Decanol in wässriger Lösung ausreichen, 

um die sMMO-Aktivität gegenüber dem Modellsubstrat Nitrobenzol deutlich zu verringern 

(Abbildung 3.29, Seite 85). Ob es durch hydrophobe Wechselwirkungen zur Destabilisierung 

der sMMO kam, oder ob n-Hexan oder 1-Decanol konkurrierende Substrate darstellen, wur-

de nicht untersucht. n-Decan weist eine um mehrere Größenordnungen geringere Löslichkeit 

in Wasser auf, als n-Hexan und 1-Decanol (Tabelle 3.7, Seite 85) und scheint dadurch kei-

nen negativen Einfluss auf die Aktivität der sMMO zu haben. Deswegen wurde n-Decan als 

organische Phase für die Enzymreaktion im 2-Phase-System verwendet. Das Verteilungs-

gleichgewicht von Benzol in dem 2-Phasen-System wurde empirisch bestimmt (K = 177, 

Gleichung 3.6, Seite 85), sodass die Substratkonzentration in der wässrigen Phase zu Reak-

tionsbeginn über die Konzentration in der organischen Phase kontrolliert werden konnte. In 

der Literatur ist der Octanol-Wasser-Verteilungskoeffizient (KOW) als Maß für die Lipophilie 

bzw. Hydrophilie eines Stoffes angegeben. Für Benzol beträgt dieser KOW = 134 und liegt 

damit in der gleichen Größenordnung, wie der Koeffizient für das System aus n-Decan und 

Reaktionspuffer [GESTIS-Stoffdatenbank, 2021a]. 

Für die Enzymreaktion in diesem 2-Phasen-System waren noch weitere Faktoren zu beach-

ten. n-Decan bildete in dem verwendeten System die obere Phase und beeinflusste dadurch 

die Diffusion des ebenfalls benötigten Substrates Sauerstoff in die wässrige Phase. Außer-

dem war auch die Diffusionsgeschwindigkeit von Benzol von der organischen in die wässrige 

Phase ein möglicher geschwindigkeitsbestimmender Faktor. Um eine Substratlimitierung zu 

vermeiden und sowohl eine Diffusion von Sauerstoff, als auch von Benzol zu unterstützen, 

wurde das Volumen der organischen Phase angepasst und das Reaktionssystem mit gerin-

ger Geschwindigkeit gerührt.  

Enzyme können bei Kontakt mit der Grenzfläche zwischen organischer und wässriger Phase 

destabilisiert werden und denaturieren. Wird die Grenzfläche zwischen den Phasen durch 

starkes Rühren und Bildung einer Emulsion vergrößert, steigt das Risiko, dass Enzyme de-

naturiert werden [Berg und Tymoczko, 2018]. Die Rührgeschwindigkeit wurde so angepasst, 

dass keine vollständige Emulsion gebildet wurde, sondern dass sich Tropfen der organi-

schen Phase in der wässrigen Phase bildeten.  

Der enzymatische Umsatz von Benzol wurde in dem 2-Phasen-System mit zwei verschiede-

nen Benzolkonzentrationen untersucht (Abbildung 3.30, Seite 86). Die Benzolkonzentration 

von 78,8 mM (Reaktion B4, Abbildung 3.30A) wurde ausgewählt, da nach der Einstellung 

des Verteilungsgleichgewichts die resultierende Konzentration in der wässrigen Phase ca. 

400 µM betrug, bei welcher die Reaktionsgeschwindigkeit der sMMO basierend auf den Er-
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gebnissen kinetischen Charakterisierung (Kapitel 3.4, Abbildung 3.22, Seite 75) maximal ist. 

In Reaktion B5 (Abbildung 3.30, Seite 86) wurde zum Vergleich die fünffache Substratkon-

zentration (362 mM) in der organischen Phase eingesetzt. Die verfügbare Benzolkonzentra-

tion beeinflusste auch in dem 2-Phasen-System die Produktverteilung. Bei geringerer Ben-

zolkonzentration in der organischen Phase (Reaktion B4) war die Diffusionsgeschwindigkeit 

langsamer, sodass die Verfügbarkeit von Benzol für die sMMO limitierend war. Die Benzol-

konzentration in der wässrigen Phase sank, während die Phenolkonzentration zu Beginn der 

Reaktion stieg. Dadurch wurde der Umsatz von Phenol kinetisch begünstigt und Hydrochi-

non akkumulierte als Hauptprodukt der Reaktion. Bei höherer Benzolkonzentration in der 

organischen Phase (Reaktion B5) war auch die Diffusionsgeschwindigkeit in die wässrige 

Phase höher und Benzol war im gesamten Reaktionszeitraum das präferierte Substrat. Ab-

hängig von der eingesetzten Substratkonzentration konnte durch das 2-Phasen-System ein 

nahezu vollständiger Umsatz erreicht werden. Die TTN und die finale Produktkonzentration 

konnten im Vergleich zur 1-Phasen-Reaktion um den Faktor 3 gesteigert werden (Tabelle 

3.8, Seite 87). Das Ergebnis bestätigt, dass die Substratverfügbarkeit ein essenzieller, limi-

tierender Faktor der sMMO-Katalyse ist.  

Konzepte zur technischen Nutzung der sMMO in gereinigter Form sind bisher noch nicht 

veröffentlicht. Dementsprechend ist auch der Einsatz dieser Enzymkaskade in einem 2-

Phasen-System in der vorliegenden Arbeit erstmals beschrieben. 

Der Einsatz von organischen Lösungsmitteln in der Biokatalyse wird seit den 80er Jahren 

intensiv untersucht und erweitert das Anwendungsspektrum von Biokatalysatoren [Antonini 

et al., 1981]. Ein Anwendungsbereich, in dem biphasische Reaktionssysteme erfolgreich 

eingesetzt werden, ist die enzymatische Produktion optisch aktiver Substanzen [Willeman et 

al., 2002]. Selektive, biokatalytische Prozesse, die vorher aufgrund geringer Substratlöslich-

keit nicht rentabel waren, können durch den Einsatz eines 2-Phasen-Systems eine Alternati-

ve zu chemischen Prozessen bieten. Beispielsweise konnte durch den Einsatz eines 2-

Phasen-Systems aus wässriger Phase und Heptan die Amindehydrogenase zur Produktion 

von p-Fluorphenylisopropylamin und Methylbenzylamin genutzt werden. Aufgrund der gerin-

gen Löslichkeit der jeweiligen Substrate war der Umsatz in einem ausschließlich wässrigen 

Reaktionssystem zuvor nur in sehr geringen Mengen bzw. gar nicht detektierbar [Au et al., 

2014].  

Biphasische Systeme werden außerdem für Reaktionen eingesetzt, in denen, wie auch in 

der vorliegenden Arbeit, Substrate oder Produkte inhibierende Effekte auf den Biokatalysator 

haben und demnach eine Akkumulation verhindert werden sollte [Fernandes und Cabral, 

2008]. Ein Beispiel beschrieben Rosche und Kollegen. Durch den Einsatz einer organischen 

Phase aus längerkettigen Alkoholen konnte die enzymatische Produktion von R-

Phenylacetylcarbiol mit der Pyruvatdecarboxylase aus Zymomonas mobilis um den Faktor 

10 gesteigert werden. Ausschlaggebend war der verringerte toxische Effekt des Substrates 

Acetaldehyd. Die organische Phase diente als Substratreservoir und garantierte die Verfüg-

barkeit von Acetaldehyd in der wässrigen Phase bei niedrigen Konzentrationen [Rosche et 

al., 2004]. Dieser wesentliche Vorteil des 2-Phasen-System konnte auch in der vorliegenden 

Arbeit demonstriert werden. Die eingesetzte Menge an Benzol konnte erhöht werden, ohne 

dass der Substratüberschuss die sMMO inhibiert. Die Ergebnisse bieten großes Potenzial, 

die sMMO für organische Synthesen über einen langen Zeitraum zu nutzen. 
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4.5.3 Enzymatischer Umsatz von Naphthalin im 1- und 2-Phasen-System 

Da auch Naphthalin eines der intermediären Produkte der chemischen Methandehydroaro-

matisierung war, wurden Untersuchungen zur Optimierung der enzymatischen Hydroxylie-

rung von Naphthalin mit der sMMO durchgeführt. Die Ergebnisse sind in Kapitel 3.5.3 (Seite 

87) dargestellt. Der enzymatische Umsatz von Naphthalin wurde optimiert, indem die En-

zymkaskade aus GDH und Katalase implementiert und die Substratversorgung angepasst 

wurde. Eine Zusammenfassung der Ergebnisse zum enzymatischen Umsatz von Naphthalin 

ist in Tabelle 3.9 auf Seite 90 dargestellt. Aufgrund der geringen Löslichkeit von Naphthalin 

(unter Reaktionsbedingungen 340 µM) stellte die verfügbare Substratkonzentration den limi-

tierenden Faktor dar. Der in der kinetischen Charakterisierung (Kapitel 3.4, Seite 73) be-

stimmte KM-Wert liegt mit 380 µM über der Löslichkeitsgrenze von Naphthalin in dem ver-

wendeten Reaktionssystem. Der Einsatz der Lösungsmittelzusätze Acetonitril bzw. DMSO 

zur Steigerung der Löslichkeit wurde nicht weiterführend untersucht, da die sMMO-Aktivität 

bereits bei geringen Mengen drastisch beeinträchtigt wurde (Anhang 8.7, Seite 155). Alterna-

tiv wurde Naphthalin als Feststoff zugegeben, sodass eine gesättigte Lösung entstand und 

durch Nachlösen ein Substratnachschub gewährleistet war. Die Geschwindigkeit des Nach-

lösens hängt unter anderem von der Oberfläche zwischen Feststoff und wässriger Umge-

bung ab. Um den Einfluss dieses Effektes auf den enzymatischen Umsatz zu untersuchen 

wurde in Reaktion N2 (Abbildung 3.31A, Seite 88) Naphthalin-Granulat und in Reaktion N3 

(Abbildung 3.31B, Seite 88) gemörsertes, pulverförmiges Naphthalin eingesetzt. Mit Naph-

thalin-Granulat als Feststoff wurde das gebildete Naphthol als Substrat umgesetzt und 

Dihydroxynaphthalin (DHN)-Isomere bildeten das Hauptprodukt der Reaktion. In der Reakti-

on mit gemörsertem Naphthalin als Feststoff sind 1- und 2-Naphthol die Hauptprodukte. Der 

Anteil an DHN-Isomeren ist geringer. Die größere Oberfläche des gemörserten Naphthalins 

sorgt dafür, dass die Nachlösegeschwindigkeit erhöht wird. Die Art und Beschaffenheit des 

Feststoffs hatten einen deutlichen Einfluss auf das Produktspektrum. Im Fall des Granulats 

(Reaktion N2) zeigte sich, dass 1-und 2-Naphthol zunächst akkumulierten und dann eben-

falls von der sMMO umgesetzt wurden, sodass ein Gemisch aus Dihydroxynaphthalin-

Isomeren als Hauptprodukt am Ende der Reaktion vorlag. Die Nachlösegeschwindigkeit des 

Naphthalin-Granulats war langsamer als der Umsatz, sodass die Konzentration in der Lö-

sung gering war und die Hydroxylierung der Naphthole kinetisch bevorzugt wurde. Durch das 

Mörsern des Naphthalins wurde die Oberfläche und damit auch die Nachlösegeschwindigkeit 

erhöht. In Reaktion N3 war die Naphthalinkonzentration in der Lösung im Reaktionsverlauf 

ausreichen, sodass die Hydroxylierung von Naphthalin kinetisch präferiert wurde. 1- und 2-

Naphthol bildeten die Hauptprodukte der Reaktion. 

Insgesamt konnte durch den Einsatz der Enzymkaskade und die Anpassung der Reaktions-

parameter die Produktausbeute von 18 auf 30 % erhöht und die TTN von 54 auf 575 um den 

Faktor 10 gesteigert werden (Tabelle 3.9, Seite 90). Vergleichbar mit den Ergebnissen in 

Kapitel 3.3.2 (Seite 69) konnte in den ersten 20 Minuten Reaktionszeit das Produktverhältnis 

von 60 % 1-Naphthol zu 40 % 2-Naphthol bestätigt werden. Durch die Hydroxylierung der 

Naphthole veränderte sich das Verhältnis im weiteren Reaktionsverlauf. In Reaktion N2 

(Abbildung 3.31A, Seite 88) lagen am Ende der Reaktion 17 % 1-Naphthol, 24 % 2-Naphthol 

und 59 % DHN vor. In der Reaktion N3 (Abbildung 3.31B, Seite 88) betrug die Produktvertei-

lung am Ende der Reaktion 55 % 1-Naphthol, 32 % 2-Naphthol und 13 % DHN.  

Die enzymatische Bildung von DHN aus 1- oder 2-Naphthol ist in der Literatur hauptsächlich 

im Rahmen des Naphthalin-Metabolismus von Pseudomonaden beschrieben. Das die Reak-
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tion katalysierende Enzym nennt sich 1-Naphthol-2-Hydroxylase [Davies und Evans, 1964; 

Swetha Vandana und Phale Prashant, 2005]. Dass 1- und 2-Naphthol als Substrate von der 

sMMO akzeptiert werden, ist bisher in der Literatur nicht beschrieben. Auch bei der Verwen-

dung von Naphthalin als Substrat zur Messung der sMMO-Aktivität in ganzen Zellen me-

thanotropher Organismen wurde die Weiterhydroxylierung nicht beschrieben [Brusseau et 

al., 1990]. Ob dihydroxylierte Produkte in den Fällen untersucht wurden oder einen Einfluss 

auf den verwendeten kolorimetrischen Assay haben, ist nicht bekannt. Bei zukünftigen Un-

tersuchungen zur sMMO-Aktivität mit Naphthalin als Substrat sollte eine zusätzliche HPLC-

Analyse wie in Kapitel 2.5.5 (Seite 44) in Betracht gezogen werden, um die Bildung von DHN 

zu analysieren, wodurch der kolorimetrische Assay verfälscht werden könnte. 

Da sich die Verfügbarkeit von Naphthalin als Substrat in der wässrigen Lösung als ein limitie-

render Faktor herausstellte, wurde eine alternative Strategie der Substratzugabe untersucht. 

Das für den Umsatz von Benzol erfolgreich demonstrierte 2-Phasen-System wurde auch für 

das Substrat Naphthalin verwendet. Naphthalin wurde in dem organischen Lösungsmittel n-

Decan gelöst und über die organische Phase dem Reaktionssystem zugeführt. Dadurch soll-

te vermieden werden, dass der Übergang von der festen in die flüssige Phase den Ge-

schwindigkeitsbestimmenden Schritt darstellt. Die Ergebnisse der Reaktion N4 sind in Kapi-

tel 3.5.3.1 (Seite 89) beschrieben. 

Es konnten lediglich 73 % der TTN (420) und der finale Produktmenge (8,4 µmol) im Ver-

gleich zum Einsatz des festen Naphthalins in Reaktion N3 (Abbildung 3.31, Seite 88) erreicht 

werden. Aufgrund des Verteilungsgleichgewichtes wurde eine hohe Konzentration von 

923 mM Naphthalin in der organischen Phase eingesetzt, sodass die prozentuale Ausbeute 

lediglich 4,5 % betrug. Durch den Einsatz des 2-Phasen-Systems konnte der Substratnach-

schub nicht verbessert werden. Die Diffusionsgeschwindigkeit von Naphthalin von der orga-

nischen in die wässrige Phase scheint nicht ausreichend schnell zu sein, um einen positiven 

Effekt auf das Reaktionssystem zu haben. Auch die Reaktionsdauer konnte nicht verlängert 

werden. Unabhängig vom verwendeten Reaktionssystem war eine Stagnation der Produkt-

konzentrationen nach 120 bis 180 Minuten zu erkennen. 

Für den enzymatischen Umsatz von Naphthalin bietet das 2-Phasen-System unter den ge-

testeten Bedingungen keinen Vorteil. 

4.6 Kombination von Chemo- und Biokatalyse 

Ein weiteres Ziel des Projektes, in welches die vorliegende Arbeit eingebettet ist, war die 

Demonstration der Kombination aus Chemokatalyse zum Umsatz von Methan zu Ethylen, 

Benzol und Naphthalin mit der Biokatalyse zur anschließenden selektiven Hydroxylierung 

dieser Zwischenprodukte. Der Fokus wurde auf den Umsatz von Benzol gelegt, sodass der 

kombinatorische Ansatz eine Produktion von Phenol aus dem Biogas Methan ermöglichen 

sollte. Die sMMO ist aufgrund ihres breiten Substratspektrums ein geeignetes Enzym für den 

biokatalytischen Schritt, da es neben Benzol auch die anderen Zwischenprodukte umsetzt. 

Mit den Ergebnissen, die in der vorliegenden Arbeit in Kapitel 3.6 (Seite 91) beschrieben 

wurden, konnte diese kombinatorische Strategie erstmals gezeigt werden. Dazu wurden so-

wohl artifizielle Substratgemische, als auch Realproben aus der Methandehydroaromatisie-

rung eingesetzt. Die Zusammensetzung der Substratgemische des Projektpartners Leibnitz 

Institut für Katalyse in Rostock (LIKAT) ist in Tabelle 3.10 (Seite 91) aufgeführt.  

Die Untersuchungen zum enzymatischen Umsatz von Substratgemischen beschränkten sich 

auf die im Anschluss an die Methandehydroaromatisierung kondensierten Zwischenproduk-
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te. Das gasförmige Ethylen wurde dabei nicht berücksichtigt. Da Benzol den Hauptbestand-

teil der Substratgemische ausmachte, wurde das in Kapitel 3.5.2.2 (Seite 83) entwickelte 2-

Phasen-System verwendet. Die Substratgemische wurden in n-Decan gelöst und als organi-

sche Phase in der Enzymreaktion eingesetzt. Das Lösungsmittel n-Decan ermöglichte den 

verlustfreien Transfer der Zwischenprodukte aus der Chemokatalyse in die enzymatische 

Reaktion. Alle Zwischenprodukte waren in n-Decan löslich und konnten direkt aus der Kühl-

falle gelöst werden. Dadurch konnte der Einsatz weiterer Lösungsmittel, die für die nachfol-

gende Enzymreaktion hinderlich sein könnten, vermieden werden.  

Die Ergebnisse der verschiedenen Reaktionen zum Umsatz von Substratgemischen sind in 

Tabelle 3.11 (Seite 92) und Abbildung 3.34 (Seite 94) zusammengefasst. Benzol ist in allen 

untersuchten Reaktionen das präferierte Substrat. Dadurch, dass die Anteile von Naphthalin 

und Toluol in der organischen Phase deutlich geringer sind, ist die resultierende Konzentrati-

on in der wässrigen Phase so niedrig, dass nur geringe Mengen umgesetzt werden. Im Spe-

ziellen gilt dies für das Substrat Naphthalin. Es lassen sich jeweils nur Spuren von Naphthol 

als Produkt nachweisen. Als Produkte der Hydroxylierung von Toluol konnten p-Kresol und 

Benzylalkohol nachgewiesen werden. Damit konnten die Ergebnisse von Borodina et al. und 

die Simulation von Sigdel et al. bestätigt werden, die ebenfalls ein Gemisch aus Benzylalko-

hol und p-Cresol als Produkt der Hydroxylierung von Toluol durch die sMMO identifizierten 

[Borodina et al., 2007; Sigdel et al., 2015]. Durch den Zusatz von Benzol, Naphthalin und 

Toluol als Substrate verringerte sich die Produktausbeute in den Reaktionen M1 – M3 

(Abbildung 3.33, Seite 93) von 43 % auf 30 %. Die geringen Mengen von Naphthalin und 

Toluol in der wässrigen Phase belegen einen Teil der sMMO-Proteine, da sie auch als Sub-

strate im aktiven Zentrum binden. Dieser Teil der sMMO-Fraktion steht dann vorübergehend 

für den Umsatz von Benzol nicht zur Verfügung, sodass in dem Zeitraum, in dem die sMMO 

aktiv ist, insgesamt weniger Benzol umgesetzt wird. 

Während in den Reaktionen M1 – M3 artifizielle Substratgemische getestet wurden, sind in 

den folgenden Reaktionen Realprobengemische aus der Methandehydroaromatisierung un-

ter vergleichbaren Bedingungen eingesetzt worden. Zusätzlich zu Benzol, Naphthalin und 

Toluol enthielten die Realproben Spuren von polyzyklischen Aromaten wie Anthracen und 

Pyren. Die Mengen waren jedoch so gering, dass sie in der wässrigen Phase nicht nachge-

wiesen werden konnten. Die Produktausbeute wurde dadurch nicht beeinflusst. In Reaktion 

M4 konnte eine Ausbeute von 30 % bezogen auf die eingesetzte Stoffmenge des Realpro-

bengemisches erreicht werden. Die Hauptprodukte waren 76 % Phenol und 21 % Hydrochi-

non. Eine Verringerung der Substratkonzentration in Reaktion M5 führte zu einer höheren 

Ausbeute von 59 %. Das Produktspektrum wurde zu 80 %Hydrochinon und 18 % Phenol 

verschoben (Abbildung 3.34, Seite 94). Damit bestätigt das Ergebnis die Beobachtungen aus 

den Experimenten zum Umsatz von Benzol im 2-Phasen-System (Kapitel 3.5.2.2, Seite 83). 

 

In Kapitel 3.6.2 (Seite 97) wurde abschießend eine Strategie vorgestellt, um größere Mengen 

der Realproben aus der Methandehydroaromatisierung umzusetzen. Der enzymatische Um-

satz der Substratgemische wurde in einem Volumen von 350 mL in einem Rührkesselreaktor 

durchgeführt, was einer Vergrößerung des Maßstabs um den Faktor 87,5 entspricht. Die 

Konzentrationen von Benzol, Phenol und Toluol in der wässrigen Phase wurden kontinuier-

lich mittels Massenspektrometrie verfolgt. Zusätzlich konnten die Daten durch eine parallele, 

diskontinuierliche Analyse mittels GC und HPLC bestätigt und erweitert werden. In Reaktion 

R1 (Abbildung 3.35A, Seite 98) wurden im 350-mL-Maßstab die gleichen Substrat- und En-

zymkonzentrationen eingesetzt, wie in Reaktion M5 (Abbildung 3.33E, Seite 93) im 4-mL-



Diskussion          123 

Maßstab. Analog dazu entsprachen die Konzentrationen in Reaktion R2 (Abbildung 3.35B, 

Seite 98) denen aus Reaktion M6 (Abbildung 3.33F, Seite 93). Der Einsatz von 362 mM 

Benzol in der organischen Phase führte auch im 350 mL-Rührkesselreaktor in Reaktion R1 

zur Bildung von Phenol als Hauptprodukt, während bei einer geringeren Substratkonzentrati-

on von 78,8 mM Benzol in Reaktion R2 das zunächst gebildete Phenol größtenteils weiter-

hydroxyliert wurde und Hydrochinon das Hauptprodukt der Reaktion darstellt. Im Vergleich 

zum hyperbolen Verlauf der Produktkonzentration im kleinen Maßstab in Reaktion M5, konn-

te im Rührkesselreaktor in Reaktion R1 ein linearer Anstieg der Produktkonzentration beo-

bachtet werden. Der Vergleich mit den Beobachtungen in Kapitel 3.2.3 (Seite 61) ermöglicht 

die Vermutung, dass die Reaktion durch die Sauerstoffdiffusion limitiert ist. Aus technischen 

Gründen konnten die Reaktionen im Rührkesselreaktor nicht über einen längeren Zeitraum 

beobachtet werden, sodass die Berechnung der Ausbeute und der TTN lediglich auf den 

Zeitraum bezogen werden kann, an dem die Reaktionen abgebrochen wurden. Zu dem Zeit-

punkt, an dem die Reaktion abgebrochen wurde, war noch keine Inaktivierung der sMMO 

erkennbar. Die Werte für die Ausbeute und die TTN waren im Rührkesselreaktor aufgrund 

des frühzeitigen Abbruchs etwas geringer als im 4-mL-Maßstab. 

Im Rührkesselreaktor konnte der Umsatz über einen Zeitraum von sechs Stunden gezeigt 

werden (Reaktion R1), während im 4-mL-Maßstab die Produktkonzentration bereits nach 4,5 

Stunden ein Maximum erreichte und stagnierte (Reaktion M5). Möglicherweise stellt der 

Sauerstoffmangel im Hinblick auf die Enzymstabilität einen Vorteil dar, indem inaktivierende 

Nebenreaktionen, wie die Bildung von H2O2 verringert werden. 

Die höchste Produktausbeute im Rührkesselreaktor konnte in Reaktion R2 erreicht werden. 

36 % des eingesetzten Realprobengemisches wurden enzymatisch umgesetzt. Die höchste 

Phenolkonzentration konnte mit 2,7 mM in Reaktion R2 erreicht werden. 89 mg Phenol wur-

den in einem kombinatorischen Ansatz aus Chemo- und Biokatalyse mit Methan als Aus-

gangsstoff produziert. Der Einsatz der sMMO als Biokatalysator zur Aufwertung der Produkte 

aus der Methankupplung konnte demonstriert werden. 

Die industrielle Herstellung von Phenol findet über den mehrstufigen Hock-Prozess statt 

(siehe Kapitel 1.1.1.2, Seite 2). Dieser erreicht eine Phenolausbeute von 85 % bezogen auf 

die eingesetzte Benzolmenge [University-of-York, 2017]. Die direkte chemische Hydroxylie-

rung von Benzol zu Phenol, wie in der Einleitung (Kapitel 1.1.1.1, Seite 1) beschrieben, ist 

hingegen schwer kontrollierbar und liefert geringe Ausbeuten. Für die direkte Hydroxylierung 

bietet die Selektivität enzymatisch katalysierter Reaktionen eine vielversprechende Alternati-

ve. Konzepte für biotechnische Prozesse zur Benzolhydroxylierung sind bisher nur wenig 

beschrieben. In Kapitel 1.1.4 (Seite 3) sind verschiedene Enzyme vorgestellt, die in der Lage 

sind, aromatische Moleküle selektiv zu hydroxylieren. Für die Hydroxylierung von Benzol zu 

Phenol bietet sich ein Vergleich mit der Toluol-4-Monooxygense (T4MO) an. Tao et al. nut-

zen T4MO exprimierende E. coli-Zellen und entwickelten ein Reaktionssystem zur selektiven 

Hydroxylierung von Benzol zu Phenol und von Naphthalin zu 2-Naphthol. Um die Toxizität 

der Substrate zu verringern wurde Dioctylphthalat als organische Phase eingesetzt und dien-

te als Substrat- und Produktreservoir. Mit diesem System konnten jeweils 12 % des einge-

setzten Naphthalins und 51 % des eingesetzten Benzols umgesetzt werden. Im Gegensatz 

zur vorliegenden Arbeit wurde mit Dioctylphthalat ein organisches Lösungsmittel gewählt, 

welches auch als Produktreservoir dient. Das gebildete Phenol geht von der wässrigen Pha-

se in die organische Phase über. Dadurch konnte in der Arbeit von Tao et al. eine Hydroxy-

lierung des Phenols verhindert und eine Produktspezifität von 97 % erreicht werden. Als se-

kundäres Hydroxylierungsprodukt wurden geringe Mengen Brenzkatechin detektiert [Tao et 
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al., 2005]. In der vorliegenden Arbeit konnte in Kapitel 3.5.2.2 (Seite 83) beim Umsatz von 

Benzol in dem 2-Phasen-System eine deutlich höhere Ausbeute (98 %) erreicht werden. 

Auch beim Umsatz von Naphthalin in Kapitel 3.5.3 (Seite 87) konnte mit 30 % eine höhere 

Ausbeute erreicht werden. Da Tao et al. jedoch höhere Substratmengen einsetzten, waren 

auch die erreichten Produktmengen der Ganzzell-Katalyse höher. In einem Volumen von 

40 mL konnten aus 122 mg Benzol 52,5 mg Phenol gebildet werden [Tao et al., 2005]. Die 

T4MO wurde bezüglich der Oxidation von Ethylen zu Ethylenoxid bisher nicht untersucht. 

Aufgrund dessen und der Tatsache, dass die T4MO über eine im Vergleich zur sMMO noch 

komplexere Struktur verfügt [Pikus et al., 1996], wurde sie in der vorliegenden Arbeit für die 

in-vitro-Katalyse mit isolierten Enzymen nicht in Betracht gezogen . 

Den Einsatz von gereinigten Enzymen zur selektiven Hydroxylierung von Aromaten be-

schrieben auch Schmid und Kollegen 2001 [Schmid et al., 2001]. Sie entwickelten eine En-

zymkaskade aus rekombinant produzierter 2-Hydroxybiphenyl-3-Monooxygenase (HbpMO) 

aus Pseudomonas azelaica und einer Formiatdehydrogenase zur Cofaktorregenerierung. 

Diese wurde in einem 200 mL Rührkesselreaktor zur Hydroxylierung von 2-Hydroxybiphenyl 

zu 2,3-Dihydroxybiphenyl eingesetzt. Als Substrat- und Produktreservoir diente eine organi-

sche Phase aus 1-Decanol. Indem das gebildete Produkt aus der wässrigen in die organi-

sche Phase extrahiert wurde, konnte über einen Zeitraum von sieben Stunden eine Produkti-

vität von 0,45 g*l-1*h-1 aufrecht gehalten werden [Schmid et al., 2001]. Umgerechnet ent-

spricht dies einer Raum-Zeit-Ausbeute von 40 µM/min. Um diese Daten mit den Ergebnissen 

in der vorliegenden Arbeit zu vergleichen, wurde für die Reaktion R1 (Abbildung 3.35A, Seite 

98) mit nahezu linearem Anstieg der Produktkonzentration eine Raum-Zeit-Ausbeute be-

stimmt. Diese ist mit 10 µM/min geringer als die der HbpMO. 

Die vorliegende Arbeit fügt dem Wissensstand ein weiteres Konzept zur biokatalytischen 

Produktion hydroxylierter Aromaten hinzu. Das breite Substratspektrum der sMMO wurde 

genutzt und das häufig beschriebene Anwendungspotenzial der sMMO wurde mit belastba-

ren Ergebnissen belegt. Basierend auf bestehenden Konzepten wurden Reaktionssysteme 

an die benötigten Bedingungen der sMMO angepasst und es wurde der Einsatz gereinigter 

sMMO als Biokatalysator zur Herstellung von verschiedenen Produkten gezeigt. Das einge-

setzte Reaktionssystem ermöglicht die Kombination von Chemo- und Biokatalyse, wobei die 

Zwischenprodukte aus der chemischen Methankupplung verlustfrei in die Reaktion zur bioka-

talytischen Hydroxylierung transferiert werden können. 

4.7 Rationales Design von Varianten des regulatorischen 

Protein B 

In der vorliegenden Arbeit wurden unter anderem Reaktionssysteme zum biotechnologi-

schen Einsatz der sMMO optimiert. Eine Alternative stellt die Anpassung der sMMO als Bi-

okatalysator an dem Transformationsprozess dar. Mittels Proteinengineering wurden Unter-

suchungen zur Verbesserung der Enzymaktivität der sMMO und zur Erhöhung des Umsat-

zes durchgeführt.  

Die Interaktion des regulatorischen Protein B (MMOB) mit der Hydroxylase (MMOH) spielt 

eine wichtige Rolle im Katalysemechanismus und führt zu einer deutlichen Aktivitätssteige-

rung (Kapitel 1.1.6.2, Seite 7). Aminosäuren des MMOB, die an der Interaktion mit der 

MMOH beteiligt sind und den Zugang von Substraten kontrollieren, wurden identifiziert 

(Abbildung 1.2B, Seite 8). Mittels rationalen Enzymdesigns wurden Varianten des regulatori-
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schen Protein B entwickelt, die zur Steigerung der sMMO-Aktivität führen sollten (Kapitel 

3.7.1, Seite 100). Auf Basis von Literaturdaten wurden die Aminosäuren S109 und T111 

ausgewählt und durch Austausche insgesamt acht Varianten generiert (Tabelle 3.14, Seite 

102). Die spezifische Aktivität der Varianten wurde mit dem Modellsubstrat Nitrobenzol be-

stimmt (Abbildung 3.37, Seite 102). Für die Varianten MMOB01 (S109A/T111A) und 

MMOB05 (T111A) wurde bereits von Brazeau et al. ein positiver Effekt auf die Reaktionsge-

schwindigkeit des Nitrobenzolumsatzes beschrieben [Brazeau und Lipscomb, 2003]. In der 

vorliegenden Arbeit konnte der positive Effekt des Austausches S109A/T111A in Variante 

MMOB01 bestätigt werden. Die resultierende sMMO-Aktivität ist um 20 % höher. Entgegen 

den Erwartungen führte der Austausch T111A in Variante MMOB05 in der vorliegenden Ar-

beit zu einer um 70 % geringeren sMMO-Aktivität im Vergleich zum Wildtyp unter den glei-

chen Reaktionsbedingungen. MMOB05 war die einzige Variante, bei der eine deutliche Akti-

vitätssteigerung beobachtet werden konnte, nachdem das stöchiometrische Verhältnis der 

sMMO-Komponenten von MMOH:MMOB:MMOR = 1:1:1 auf 1:2:1 erhöht wurde. Vermutlich 

wurde die Affinität von MMOB zu MMOH durch den Austausch T111A verringert. Nach Ver-

dopplung der MMOB-Konzentration im Reaktionsansatz war die sMMO-Aktivität vergleichbar 

mit dem Wildtyp.  

Eine verringerte Aktivität zeigen auch die Varianten MMOB02 (S109A/T111G) und MMOB06 

(T111G). Beide Varianten besitzen Glycin an Position 111. Brazeau und Lipscomb zeigten, 

dass die große aromatisch Aminosäure wie Tyrosin an Position 111 einen negativen Einfluss 

auf die sMMO-Aktivität hat [Brazeau und Lipscomb, 2003]. Die Ergebnisse der vorliegenden 

Arbeit zeigen, dass auch der Austausch zu Glycin ohne Seitenkette einen negativen Einfluss 

hat. In diesem Fall ist nicht die Affinität, sondern die Wechselzahl kcat verringert. Die Aktivität 

ließ sich nicht durch eine Erhöhung der MMOB-Konzentration steigern.  

Eine kurze Aminosäureseitenkette, wie Threonin selbst, scheint an der Position 111 essenzi-

ell zu sein. Sowohl polare (Serin) als auch unpolare Seitenketten (Alanin/Valin) haben einen 

positiven Effekt. Die höchste sMMO-Aktivität für das Modellsubstrat Nitrobenzol wurde mit 

der Variante MMOB04 (S109A/T111V) gemessen. Deswegen wurde diese Variante ausge-

wählt und der Umsatz der Substrate Benzol und Naphthalin im Vergleich zum Wildtyp-

MMOB betrachtet.  

Es konnte gezeigt werden, dass die Variante MMOB04 trotz erhöhter initialer Aktivität über 

einen längeren Zeitraum nicht zu höheren Umsätzen von Benzol bzw. Naphthalin führte 

(Abbildung 3.38 und Abbildung 3.39, Seite 103). Unabhängig vom Substrat scheint die Vari-

ante MMOB04 (S109A/T111V) in größerem Maße Aktivität zu verlieren, sodass mit dem 

Wildtyp in dem untersuchten Reaktionszeitraum mehr Produkt gebildet werden konnte. Auf-

fällig ist jedoch, dass der Anteil an dihydroxylierten Produkten mit der MMOB04-Variante 

geringer ist. Möglicherweise führt die hydrophobe Seitenkette Valin im Vergleich zur polaren 

Seitenkette Threonin an Position 111 dazu, dass der Zugang einfach hydroxylierter Substra-

te wie Phenol und Naphthol zum aktiven Zentrum der MMOH eingeschränkt wird. Die Ver-

mutung wird durch Ergebnisse von Zhang und Kollegen gestützt, nach denen das MMOB 

den Zugang zum Substratkanal der MMOH reguliert [Zhang et al., 2006]. 

Die mittels rationalen Enzymdesigns entworfenen Varianten von MMOB führten nicht zu ei-

ner höheren Produktausbeute. Deshalb wurden die MMOB-Varianten nicht in weiteren Expe-

rimenten für die enzymatische Produktion von Phenol, Naphthol und Ethylenoxid eingesetzt. 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit vertiefen das Verständnis über die Interaktion des 

MMOB und der MMOH und den regulierenden Einfluss auf den Substratzugang. 
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5 Zusammenfassung 

Ziel des Projekts, in welches die vorliegende Arbeit eingebunden ist, war die Kombination 

aus Chemo- und Biokatalyse zur Aufwertung von Methan zu den Produkten Phenol, Naph-

thol und Ethylenoxid. Beteiligt waren an dem Projekt das Leibniz Institut für Katalyse (LIKAT) 

in Rostock, das Fraunhoferinstitut für Grenzflächen- und Bioverfahrenstechnik in Stuttgart 

und die Arbeitsgruppe „Aufarbeitung biotechnischer Produkte“ der Martin-Luther-Universität 

Halle-Wittenberg. Mittels chemischer Methandehydroaromatisierung sollte aus Methan zu-

nächst ein intermediäres Produktgemisch aus Benzol, Naphthalin und Ethylen gebildet wer-

den. Im Anschluss sollten diese Zwischenprodukte biokatalytisch, selektiv oxidiert werden. 

Als ein Enzym, welches in der Lage ist, das flüssige Benzol, das feste Naphthalin und das 

gasförmige Ethylen zu hydroxylieren, wurde die lösliche Methanmonooxygenase (sMMO) 

aus Methylosinus trichosporium OB3b (NCIMB 11131) identifiziert. Im Rahmen der vorlie-

genden Arbeit sollte das große Potenzial der sMMO genutzt und Reaktionssysteme zur  

biokatalytischen Produktion von Phenol, Naphthol und Ethylenoxid entwickelt werden.  

Dazu wurden gereinigte sMMO-Komponenten jeweils im Gramm-Maßstab bereitgestellt. Ba-

sierend auf etablierten Protokollen wurden die Produktions- und Reinigungsstrategien der 

sMMO-Komponenten angepasst und verbessert. Die Hydroxylase (MMOH) wurde homolog 

aus Methylosinus trichosporium OB3b isoliert. Die Produktion der Reduktase (MMOR) und 

des regulatorischen Protein B (MMOB) erfolgte jeweils rekombinant in Escherichia coli. Im 

Vergleich zur Literatur konnte die Ausbeute an gereinigtem Protein, bezogen auf die einge-

setzte Biomasse, für MMOH um den Faktor 2,6, für MMOR um den Faktor 24, und die Aus-

beute für MMOB um den Faktor 3,2 erhöht werden. 

Mit Hilfe des Modellsubstrats Nitrobenzol wurde der enzymatische Umsatz der sMMO unter-

sucht. Umsatzlimitierende Faktoren wurden identifiziert und Strategien zur Steigerung der 

maximalen Zykluszahl des Enzyms (total turnover number, TTN) und der Produktausbeute 

entwickelt. Die bereits beschriebene Enzymkaskade aus Glucosedehydrogenase zur Rege-

nerierung des Cofaktors NADH und Katalase zur Disproportionierung des inhibitorischen 

Nebenprodukts H2O2 wurde integriert und optimiert. Die Verfügbarkeit des gasförmigen Sub-

strats Sauerstoff stellte sich ebenfalls als limitierender Faktor heraus. Nach Anpassung der 

Enzym- und Substratkonzentrationen konnte die TTN um den Faktor 6 und die maximal er-

reichte Produktkonzentration um den Faktor 32 gesteigert werden. 

Nach der Optimierung der Prozessbedingungen sollte auch der Biokatalysator angepasst 

werden, um höhere Aktivitäten und Ausbeuten zu erreichen. Mittels rationalen Enzymdesigns 

wurden Varianten von MMOB generiert. Der Austausch der Aminosäuren S109A und T111V 

führte zu einer höheren initialen sMMO-Aktivität und einer leicht veränderten Produktspezifi-

tät. Die finalen Produktausbeuten konnten dadurch jedoch nicht erhöht werden.  

Für den Umsatz der Zielsubstrate Benzol, Naphthalin und Ethylen wurden zunächst die mak-

roskopischen enzymkinetischen Parameter Vmax, KM und kcat der sMMO ermittelt. Für das 

Substrat Benzol konnte zudem eine Substratüberschusshemmung festgestellt werden. Ba-

sierend auf den bisherigen Ergebnissen wurden die Reaktionssysteme für das jeweilige 

Zielsubstrat optimiert.  

Der enzymatische Umsatz von Ethylen wurde zunächst in einem 10 mL-Ansatz gezeigt. An-

schließend konnten in einem 700 mL-Membranreaktor (MBR) 1 mM bzw. 33,3 mg Ethylen-

oxid biokatalytisch produziert werden. Der MBR stellt ein geeignetes System zum Umsatz 

des gasförmigen Substrats Ethylen dar und verhindert die Bildung explosiver Gasgemische. 

Die Adsorption essenzieller Proteinkomponenten an Membran- und Kunststoffoberflächen 
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und die damit einhergehende Inaktivierung der sMMO konnte durch Zusatz von Rinderser-

umalbumin verhindert werden. 

Der sMMO-katalysierte Umsatz von Benzol wurde zunächst in einem gerührten 4 mL-batch-

Ansatz durchgeführt. Wie erwartet wurde Benzol zu Phenol und teilweise weiter zu Hydro-

chinon hydroxyliert. Die Produktverteilung konnte zugunsten des gewünschten Produkts 

Phenol verändert werden, wenn die ausreichende Verfügbarkeit von Benzol im Reaktions-

verlauf garantiert war. Zur Vermeidung hoher Benzolkonzentration, die zu einer Substrat-

überschusshemmung führen, bei gleichzeitig konstantem Benzol-Nachschub, wurde ein 2-

Phasen-System aus einer organischen und einer wässrigen Phase entwickelt. n-Decan als 

organische Phase diente als Substratreservoir und ermöglichte die notwendige Diffusion von 

Benzol in die wässrige Phase, in der der enzymatische Umsatz stattfand. In diesem System 

konnten maximale Konzentrationen von 6,8 mM Phenol und 3,4 mM Hydrochinon und eine 

Produktausbeute von 98 % erreicht werden. 

Der Umsatz von Naphthalin wurde ebenfalls im 4 mL-batch-Ansatz gezeigt. Naphthalin wur-

de durch die sMMO zu 1- und 2-Naphthol in einem Verhältnis von 3:2, sowie zu weiteren 

dihydroxylierten Naphthalinisomeren umgesetzt. Die höchsten Naphtholkonzentrationen 

konnten in einer gesättigten Substratlösung erreicht werden. Es konnten 1,6 mM 1-Naphthol 

und 0,9 mM 2-Naphthol mit einer Produktausbeute von 30 % enzymatisch synthetisiert wer-

den. 

Basierend auf den gewonnenen Erkenntnissen und mit dem Fokus auf Phenol als Zielpro-

dukt, konnte schließlich die enzymatische Hydroxylierung mit der chemokatalytischen Me-

thankupplung verknüpft werden. Vom Projektpartner LIKAT wurde nach der Methandehydro-

aromatisierung ein Produktgemisch aus Benzol, Naphthalin, Toluol und Spuren weiterer po-

lyzyklischer Aromaten kondensiert und in dem ausgewählten organischen Lösungsmittel n-

Decan für die biokatalytische Hydroxylierung bereitgestellt. Der enzymatische Umsatz dieses 

Gemisches konnte in dem 2-Phasen-System gezeigt werden. Anschließend wurde der Maß-

stab von 4 mL auf 350 mL vergrößert und es konnten in einem Rührkesselreaktor  15 - 37 % 

des chemokatalytisch gewonnenen Substratgemisches umgesetzt werden. In einer Reaktion 

wurden dabei 89 mg Phenol, 13,9 mg Hydrochinon und 1,9 mg Benzylalkohol enzymatisch 

hergestellt. In Zusammenarbeit mit den Projektpartnern konnte somit die Kombination aus 

Chemo- und Biokatalyse gezeigt werden und Methan zu Phenol und anderen hydroxylierten 

Aromaten umgesetzt werden. 

In der vorliegenden Arbeit wurde das Potenzial der sMMO für biotechnische Anwendungen 

demonstriert. Ansatzpunkte und Strategien für eine zukünftige technische Nutzung der 

sMMO konnten weiterentwickelt werden. Die sMMO wurde erstmals als Biokatalysator in 

Prozessen zur Produktion von Phenol, Naphthol und Ethylenoxid eingesetzt. 
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6 Ausblick 

In der vorliegenden Arbeit konnte das Potenzial der sMMO für biotechnologische Anwen-

dungen demonstriert werden. Es wurden jedoch auch Limitierungen deutlich, die Ansatz-

punkte für eine Optimierung des Biotransformationsprozesses darstellen. 

Produktions- und Reinigungsstrategien zur Bereitstellung der sMMO-Komponenten wurden 

in der vorliegenden Arbeit verbessert. Eine rekombinante Produktion aktiver MMOH konnte 

bisher jedoch nicht mit ausreichender Aktivität gezeigt werden. Eine heterologe Produktion in 

einem Organismus, für den diverse Methoden zur genetischen Modifikation bereits etabliert 

sind, würde Möglichkeiten zur zielgerichteten oder random-Mutagenese vereinfachen. 

Die Akkumulation des inhibitorischen Nebenprodukts H2O2 ist ein wesentlicher limitierender 

Faktor des enzymatischen Umsatzes der sMMO. Ein rekombinanter Zugang zur MMOH wür-

de die Modifikation des aktiven Zentrums vereinfachen. Möglicherweise ließe sich dadurch 

die H2O2-Bildung verringern oder vermeiden. Außerdem könnten kinetische Eigenschaften 

optimiert und die Stabilität der MMOH erhöht werden. 

In der vorliegenden Arbeit wurde Katalase eingesetzt, um das gebildete H2O2 zu H2O und O2 

zu spalten. Alternativ könnten Peroxygenasen eingesetzt werden, die H2O2 nutzen und in der 

Lage sind, ebenfalls Kohlenwasserstoffe zu hydroxylieren. Auf diese Weise könnte das Ne-

benprodukt der sMMO ebenfalls zur Bildung der Zielprodukte genutzt werden. 

Ein weiterer reaktionsrelevanter Faktor ist die Verfügbarkeit von Sauerstoff in der Reaktions-

lösung. In der vorliegenden Arbeit wurde die Rührgeschwindigkeit erhöht, um den Sauerstof-

feintrag zu verbessern. In den Versuchen zum Umsatz von Ethylen, wurde mit höheren Par-

tialdrücken von Sauerstoff gearbeitet. Es wurde jedoch nicht untersucht, welchen Einfluss 

eine höhere Sauerstoffkonzentration in der Lösung auf die sMMO hat. Auch in der Literatur 

ist darüber bisher wenig beschrieben. Die Sauerstoffkonzentration in der Lösung könnte über 

den Partialdruck in der Gasphase angepasst werden und das Reaktionssystem dahingehend 

optimiert werden, dass die Sauerstofftransferrate verbessert wird. 

In der vorliegenden Arbeit konnte die sMMO-Aktivität über einen Zeitraum von bis zu sechs 

Stunden gezeigt werden. Die Entkopplung des Elektronentransfers von der Zielproduktbil-

dung ist ein wesentlicher Grund für die Inaktivierung der sMMO. Möglicherweise ließe sich 

die Kopplungseffizienz durch bestimmte Prozessparameter oder Reaktionszusätze weiter 

verbessern. Andere inhibierende oder destabilisierende Faktoren könnten identifiziert wer-

den, um gezielte Maßnahmen zur Steigerung der Reaktionszeit und Prozessstabilität zu 

entwickeln.  

In der vorliegenden Arbeit wurde n-Decan als organische Phase eingesetzt, die als Substrat-

reservoir dient. Die Produkte der Reaktion waren nur geringfügig löslich in n-Decan und wur-

den dem Reaktionssystem dadurch nicht entzogen. Die Zusammensetzung der organischen 

Phase sollte in künftigen Experimenten optimiert werden, um sowohl einen Nachschub der 

Substrate als auch eine kontinuierliche Abtrennung der Produkte zu ermöglichen. Dadurch 

könnte eine potenzielle Inhibierung durch die Akkumulation von Produkten vermieden wer-

den. Eine kontinuierliche Abtrennung der Reaktionsprodukte könnte auch eine Weiterhydro-

xylierung der Produkte verhindern. 

Als Alternative zum 2-Phasen-System wäre eine kontinuierliche Reaktionsführung durch die 

Immobilisierung der Enzyme denkbar. Da die Enzymkaskade aus mehreren Enzymen be-

steht und eine Interaktion der einzelnen sMMO-Proteine nötig ist, bietet sich der Einschluss 

der gesamten Kaskade in Gelstrukturen oder Mikrokapseln an. Im Gegensatz zu kovalenten 
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Bildung an ein festes Trägermaterial, könnte durch den Einschluss die benötigte Mobilität der 

einzelnen Proteine garantiert werden (siehe Einleitung 1.1.8.1, Seite 14). 

Konzepte zur biotechnologischen Anwendung werden auch mit sMMO-bildenden Methanot-

rophen als Ganzzell-Katalysator intensiv erforscht. Die in der vorliegenden Arbeit entwickel-

ten Reaktionssysteme könnten auch für die Optimierung solcher Ganzzell-basierten Bio-

transformationsprozesse interessamte Ansatzpunkte liefern, um beispielsweise die Substrat-

verfügbarkeit zu garantieren. 

Die Kombination von Chemo- und Biokatalyse ist ein vielversprechender Ansatz, um die Vor-

teile beider Gebiete für Produktionsprozesse zu nutzen. Die Chemokatalyse zeichnet sich 

häufig durch hohe Umsatzraten aus, während die Biokatalyse sehr spezifisch und ressour-

cenarm erfolgen kann. In dem Projekt, in welches die vorliegende Arbeit eingebunden ist, 

wurde durch diesen kombinatorischen Ansatz Phenol aus Biogas hergestellt. Phenol ist eine 

bulk-Chemikalie und wird zu Herstellung hochwertiger Produkte eingesetzt. Die Spezifität der 

enzymatisch katalysierten Reaktionen könnte auch genutzt werden, um Feinchemikalien 

herzustellen, die rein chemisch nur schwer in Reinform produziert werden können. Diese 

sind deutlich teurer, wodurch eine höhere Wertschöpfung erreicht werden kann. 
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8 Anhang 

8.1 Nukleotidsequenz und Plasmidkarte des Vektors 

pET28a_mmoc 

 

 
 
Legende: 
T7-Promoter 

T7-Terminator  

NcoI-Restriktionsschnittstelle 

NdeI-Restriktionsschnittstelle 

Nukleotidsequenz mmoc (M. capsulatus Bath) 

Startcodon 

Stoppcodon 

Zusätzlich eingefügte Nukleotide 

ORF unterstrichen 

 

Nukleotidsequenz pET28a_mmoc (rev. 5‘ – 3‘): 
TGGCGAATGGGACGCGCCCTGTAGCGGCGCATTAAGCGCGGCGGGTGTGGTGGTTACGCGCAGCGTGACCGCTACACTTGCCA

GCGCCCTAGCGCCCGCTCCTTTCGCTTTCTTCCCTTCCTTTCTCGCCACGTTCGCCGGCTTTCCCCGTCAAGCTCTAAATCGG

GGGCTCCCTTTAGGGTTCCGATTTAGTGCTTTACGGCACCTCGACCCCAAAAAACTTGATTAGGGTGATGGTTCACGTAGTGG

GCCATCGCCCTGATAGACGGTTTTTCGCCCTTTGACGTTGGAGTCCACGTTCTTTAATAGTGGACTCTTGTTCCAAACTGGAA

Abbildung 8.1: Plasmidkarte des Vektors pET28a-mmoc; synthetisiert durch ThermoFischer GeneArt®; 
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CAACACTCAACCCTATCTCGGTCTATTCTTTTGATTTATAAGGGATTTTGCCGATTTCGGCCTATTGGTTAAAAAATGAGCTG

ATTTAACAAAAATTTAACGCGAATTTTAACAAAATATTAACGTTTACAATTTCAGGTGGCACTTTTCGGGGAAATGTGCGCGG

AACCCCTATTTGTTTATTTTTCTAAATACATTCAAATATGTATCCGCTCATGAATTAATTCTTAGAAAAACTCATCGAGCATC

AAATGAAACTGCAATTTATTCATATCAGGATTATCAATACCATATTTTTGAAAAAGCCGTTTCTGTAATGAAGGAGAAAACTC

ACCGAGGCAGTTCCATAGGATGGCAAGATCCTGGTATCGGTCTGCGATTCCGACTCGTCCAACATCAATACAACCTATTAATT

TCCCCTCGTCAAAAATAAGGTTATCAAGTGAGAAATCACCATGAGTGACGACTGAATCCGGTGAGAATGGCAAAAGTTTATGC

ATTTCTTTCCAGACTTGTTCAACAGGCCAGCCATTACGCTCGTCATCAAAATCACTCGCATCAACCAAACCGTTATTCATTCG

TGATTGCGCCTGAGCGAGACGAAATACGCGATCGCTGTTAAAAGGACAATTACAAACAGGAATCGAATGCAACCGGCGCAGGA

ACACTGCCAGCGCATCAACAATATTTTCACCTGAATCAGGATATTCTTCTAATACCTGGAATGCTGTTTTCCCGGGGATCGCA

GTGGTGAGTAACCATGCATCATCAGGAGTACGGATAAAATGCTTGATGGTCGGAAGAGGCATAAATTCCGTCAGCCAGTTTAG

TCTGACCATCTCATCTGTAACATCATTGGCAACGCTACCTTTGCCATGTTTCAGAAACAACTCTGGCGCATCGGGCTTCCCAT

ACAATCGATAGATTGTCGCACCTGATTGCCCGACATTATCGCGAGCCCATTTATACCCATATAAATCAGCATCCATGTTGGAA

TTTAATCGCGGCCTAGAGCAAGACGTTTCCCGTTGAATATGGCTCATAACACCCCTTGTATTACTGTTTATGTAAGCAGACAG

TTTTATTGTTCATGACCAAAATCCCTTAACGTGAGTTTTCGTTCCACTGAGCGTCAGACCCCGTAGAAAAGATCAAAGGATCT

TCTTGAGATCCTTTTTTTCTGCGCGTAATCTGCTGCTTGCAAACAAAAAAACCACCGCTACCAGCGGTGGTTTGTTTGCCGGA

TCAAGAGCTACCAACTCTTTTTCCGAAGGTAACTGGCTTCAGCAGAGCGCAGATACCAAATACTGTCCTTCTAGTGTAGCCGT

AGTTAGGCCACCACTTCAAGAACTCTGTAGCACCGCCTACATACCTCGCTCTGCTAATCCTGTTACCAGTGGCTGCTGCCAGT

GGCGATAAGTCGTGTCTTACCGGGTTGGACTCAAGACGATAGTTACCGGATAAGGCGCAGCGGTCGGGCTGAACGGGGGGTTC

GTGCACACAGCCCAGCTTGGAGCGAACGACCTACACCGAACTGAGATACCTACAGCGTGAGCTATGAGAAAGCGCCACGCTTC

CCGAAGGGAGAAAGGCGGACAGGTATCCGGTAAGCGGCAGGGTCGGAACAGGAGAGCGCACGAGGGAGCTTCCAGGGGGAAAC

GCCTGGTATCTTTATAGTCCTGTCGGGTTTCGCCACCTCTGACTTGAGCGTCGATTTTTGTGATGCTCGTCAGGGGGGCGGAG

CCTATGGAAAAACGCCAGCAACGCGGCCTTTTTACGGTTCCTGGCCTTTTGCTGGCCTTTTGCTCACATGTTCTTTCCTGCGT

TATCCCCTGATTCTGTGGATAACCGTATTACCGCCTTTGAGTGAGCTGATACCGCTCGCCGCAGCCGAACGACCGAGCGCAGC

GAGTCAGTGAGCGAGGAAGCGGAAGAGCGCCTGATGCGGTATTTTCTCCTTACGCATCTGTGCGGTATTTCACACCGCATATA

TGGTGCACTCTCAGTACAATCTGCTCTGATGCCGCATAGTTAAGCCAGTATACACTCCGCTATCGCTACGTGACTGGGTCATG

GCTGCGCCCCGACACCCGCCAACACCCGCTGACGCGCCCTGACGGGCTTGTCTGCTCCCGGCATCCGCTTACAGACAAGCTGT

GACCGTCTCCGGGAGCTGCATGTGTCAGAGGTTTTCACCGTCATCACCGAAACGCGCGAGGCAGCTGCGGTAAAGCTCATCAG

CGTGGTCGTGAAGCGATTCACAGATGTCTGCCTGTTCATCCGCGTCCAGCTCGTTGAGTTTCTCCAGAAGCGTTAATGTCTGG

CTTCTGATAAAGCGGGCCATGTTAAGGGCGGTTTTTTCCTGTTTGGTCACTGATGCCTCCGTGTAAGGGGGATTTCTGTTCAT

GGGGGTAATGATACCGATGAAACGAGAGAGGATGCTCACGATACGGGTTACTGATGATGAACATGCCCGGTTACTGGAACGTT

GTGAGGGTAAACAACTGGCGGTATGGATGCGGCGGGACCAGAGAAAAATCACTCAGGGTCAATGCCAGCGCTTCGTTAATACA

GATGTAGGTGTTCCACAGGGTAGCCAGCAGCATCCTGCGATGCAGATCCGGAACATAATGGTGCAGGGCGCTGACTTCCGCGT

TTCCAGACTTTACGAAACACGGAAACCGAAGACCATTCATGTTGTTGCTCAGGTCGCAGACGTTTTGCAGCAGCAGTCGCTTC

ACGTTCGCTCGCGTATCGGTGATTCATTCTGCTAACCAGTAAGGCAACCCCGCCAGCCTAGCCGGGTCCTCAACGACAGGAGC

ACGATCATGCGCACCCGTGGGGCCGCCATGCCGGCGATAATGGCCTGCTTCTCGCCGAAACGTTTGGTGGCGGGACCAGTGAC

GAAGGCTTGAGCGAGGGCGTGCAAGATTCCGAATACCGCAAGCGACAGGCCGATCATCGTCGCGCTCCAGCGAAAGCGGTCCT

CGCCGAAAATGACCCAGAGCGCTGCCGGCACCTGTCCTACGAGTTGCATGATAAAGAAGACAGTCATAAGTGCGGCGACGATA

GTCATGCCCCGCGCCCACCGGAAGGAGCTGACTGGGTTGAAGGCTCTCAAGGGCATCGGTCGAGATCCCGGTGCCTAATGAGT

GAGCTAACTTACATTAATTGCGTTGCGCTCACTGCCCGCTTTCCAGTCGGGAAACCTGTCGTGCCAGCTGCATTAATGAATCG

GCCAACGCGCGGGGAGAGGCGGTTTGCGTATTGGGCGCCAGGGTGGTTTTTCTTTTCACCAGTGAGACGGGCAACAGCTGATT

GCCCTTCACCGCCTGGCCCTGAGAGAGTTGCAGCAAGCGGTCCACGCTGGTTTGCCCCAGCAGGCGAAAATCCTGTTTGATGG

TGGTTAACGGCGGGATATAACATGAGCTGTCTTCGGTATCGTCGTATCCCACTACCGAGATATCCGCACCAACGCGCAGCCCG

GACTCGGTAATGGCGCGCATTGCGCCCAGCGCCATCTGATCGTTGGCAACCAGCATCGCAGTGGGAACGATGCCCTCATTCAG

CATTTGCATGGTTTGTTGAAAACCGGACATGGCACTCCAGTCGCCTTCCCGTTCCGCTATCGGCTGAATTTGATTGCGAGTGA

GATATTTATGCCAGCCAGCCAGACGCAGACGCGCCGAGACAGAACTTAATGGGCCCGCTAACAGCGCGATTTGCTGGTGACCC

AATGCGACCAGATGCTCCACGCCCAGTCGCGTACCGTCTTCATGGGAGAAAATAATACTGTTGATGGGTGTCTGGTCAGAGAC

ATCAAGAAATAACGCCGGAACATTAGTGCAGGCAGCTTCCACAGCAATGGCATCCTGGTCATCCAGCGGATAGTTAATGATCA

GCCCACTGACGCGTTGCGCGAGAAGATTGTGCACCGCCGCTTTACAGGCTTCGACGCCGCTTCGTTCTACCATCGACACCACC

ACGCTGGCACCCAGTTGATCGGCGCGAGATTTAATCGCCGCGACAATTTGCGACGGCGCGTGCAGGGCCAGACTGGAGGTGGC

AACGCCAATCAGCAACGACTGTTTGCCCGCCAGTTGTTGTGCCACGCGGTTGGGAATGTAATTCAGCTCCGCCATCGCCGCTT

CCACTTTTTCCCGCGTTTTCGCAGAAACGTGGCTGGCCTGGTTCACCACGCGGGAAACGGTCTGATAAGAGACACCGGCATAC

TCTGCGACATCGTATAACGTTACTGGTTTCACATTCACCACCCTGAATTGACTCTCTTCCGGGCGCTATCATGCCATACCGCG

AAAGGTTTTGCGCCATTCGATGGTGTCCGGGATCTCGACGCTCTCCCTTATGCGACTCCTGCATTAGGAAGCAGCCCAGTAGT

AGGTTGAGGCCGTTGAGCACCGCCGCCGCAAGGAATGGTGCATGCAAGGAGATGGCGCCCAACAGTCCCCCGGCCACGGGGCC

TGCCACCATACCCACGCCGAAACAAGCGCTCATGAGCCCGAAGTGGCGAGCCCGATCTTCCCCATCGGTGATGTCGGCGATAT

AGGCGCCAGCAACCGCACCTGTGGCGCCGGTGATGCCGGCCACGATGCGTCCGGCGTAGAGGATCGAGATCTCGATCCCGCGA

AATTAATACGACTCACTATAGGGGAATTGTGAGCGGATAACAATTCCCCTCTAGAAATAATTTTGTTTAACTTTAAGAAGGAG

ATATACCATGGGTATGCAGCGAGTTCACACTATCACGGCGGTGACGGAGGATGGCGAATCGCTCCGCTTCGAATGCCGTTCGG
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ACGAGGACGTCATCACCGCCGCCCTGCGCCAGAACATCTTTCTGATGTCGTCCTGCCGGGAGGGCGGCTGTGCGACCTGCAAG

GCCTTGTGCAGCGAAGGGGACTACGACCTCAAGGGCTGCAGCGTTCAGGCGCTGCCGCCGGAAGAGGAGGAGGAAGGGTTGGT

GTTGTTGTGCCGGACCTACCCGAAGACCGACCTGGAAATCGAACTGCCCTATACCCATTGCCGCATCAGTTTTGGTGAGGTCG

GCAGTTTCGAGGCGGAGGTCGTCGGCCTCAACTGGGTTTCGAGCAACACCGTCCAGTTTCTTTTGCAGAAGCGGCCCGACGAG

TGCGGCAACCGTGGCGTGAAATTCGAACCCGGTCAGTTCATGGACCTGACCATCCCCGGCACCGATGTCTCCCGCTCCTACTC

GCCGGCGAACCTTCCTAATCCCGAAGGCCGCCTGGAGTTCCTGATCCGCGTGTTACCGGAGGGACGGTTTTCGGACTACCTGC

GCAATGACGCGCGTGTCGGACAGGTCCTCTCGGTCAAAGGGCCACTGGGCGTGTTCGGTCTCAAGGAGCGGGGCATGGCGCCG

CGCTATTTCGTGGCCGGCGGCACCGGGTTGGCGCCGGTGGTCTCGATGGTGCGGCAGATGCAGGAGTGGACCGCGCCGAACGA

GACCCGCATCTATTTCGGTGTGAACACCGAGCCGGAATTGTTCTACATCGACGAGCTCAAATCCCTGGAACGATCGATGCGCA

ATCTCACCGTGAAGGCCTGTGTCTGGCACCCGAGCGGGGACTGGGAAGGCGAGCAGGGCTCGCCCATCGATGCGTTGCGGGAA

GACCTGGAGTCCTCCGACGCCAACCCGGACATTTATTTGTGCGGTCCGCCGGGCATGATCGATGCCGCCTGCGAGCTGGTACG

CAGCCGCGGTATCCCCGGCGAACAGGTCTTCTTCGAAAAATTCCTGCCGTCCGGGGCGGCCTGATAACATATGGCTAGCATGA

CTGGTGGACAGCAAATGGGTCGCGGATCCGAATTCGAGCTCCGTCGACAAGCTTGCGGCCGCACTCGAGCACCACCACCACCA

CCACTGAGATCCGGCTGCTAACAAAGCCCGAAAGGAAGCTGAGTTGGCTGCTGCCACCGCTGAGCAATAACTAGCATAACCCC

TTGGGGCCTCTAAACGGGTCTTGAGGGGTTTTTTGCTGAAAGGAGGAACTATATCCGGAT 

 
 

8.2 Nukleotidsequenz und Plasmidkarte des Vektors  

pETSUMOadapt_mmob 

 
 
 
 

 
 
 

Abbildung 8.2: Plasmidkarte des Vektors pETSUMOadapt_mmob; zur Verfügung gestellt von A. Dillmann 
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Legende: 
Startcodon 

Stoppcodon 

Nukleotidsequenz His-tag   

Nukleotidsequenz SUMO-Protein (smt3) 

ORF unterstrichen 

BsaI-Motiv 

Überhang nach BsaI-Verdau 

BamHI-Restriktionsschnittstelle 

Nukleotidsequenz mmob 

Mutation von S109 und T111    

 

Nukleotidsequenz pETSUMOadapt: 
 

CAAGGAGATGGCGCCCAACAGTCCCCCGGCCACGGGGCCTGCCACCATACCCACGCCGAAACAAGCGCTCATGAGCCCGAAGT

GGCGAGCCCGATCTTCCCCATCGGTGATGTCGGCGATATAGGCGCCAGCAACCGCACCTGTGGCGCCGGTGATGCCGGCCACG

ATGCGTCCGGCGTAGAGGATCGAGATCTCGATCCCGCGAAATTAATACGACTCACTATAGGGGAATTGTGAGCGGATAACAAT

TCCCCTCTAGAAATAATTTTGTTTAACTTTAAGAAGGAGATATACATATGGGCAGCAGCCATCATCATCATCATCACGGCAGC

GGCCTGGTGCCGCGCGGCAGCGCTAGCATGTCGGACTCAGAAGTCAATCAAGAAGCTAAGCCAGAGGTCAAGCCAGAAGTCAA

GCCTGAGACTCACATCAATTTAAAGGTGTCCGATGGATCTTCAGAGATCTTCTTCAAGATCAAAAAGACCACTCCTTTAAGAA

GGCTGATGGAAGCGTTCGCTAAAAGACAGGGTAAGGAAATGGACTCCTTAAGATTCTTGTACGACGGTATTAGAATTCAAGCT

GATCAGACCCCTGAAGATTTGGACATGGAGGATAACGATATTATTGAGGCTCACAGAGAACAGATTGGTGGTAGAGACCTCAG

GATCCAAGCTTGCGGCCGCCTCGAGAGACAAGCTTAGGTATTTATTCGGCGCAAAGTGCGTCGGGTGATGCTGCCAACTTAGT

CGAGCACCACCACCACCACCACTGAGATCCGGCTGCTAACAAAGCCCGAAAGGAAGCTGAGTTGGCTGCTGCCACCGCTGAGC

AATAACTAGCATAACCCCTTGGGGCCTCTAAACGGGTCTTGAGGGGTTTTTTGCTGAAAGGAGGAACTATATCCGGATTGGCG

AATGGGACGCGCCCTGTAGCGGCGCATTAAGCGCGGCGGGTGTGGTGGTTACGCGCAGCGTGACCGCTACACTTGCCAGCGCC

CTAGCGCCCGCTCCTTTCGCTTTCTTCCCTTCCTTTCTCGCCACGTTCGCCGGCTTTCCCCGTCAAGCTCTAAATCGGGGGCT

CCCTTTAGGGTTCCGATTTAGTGCTTTACGGCACCTCGACCCCAAAAAACTTGATTAGGGTGATGGTTCACGTAGTGGGCCAT

CGCCCTGATAGACGGTTTTTCGCCCTTTGACGTTGGAGTCCACGTTCTTTAATAGTGGACTCTTGTTCCAAACTGGAACAACA

CTCAACCCTATCTCGGTCTATTCTTTTGATTTATAAGGGATTTTGCCGATTTCGGCCTATTGGTTAAAAAATGAGCTGATTTA

ACAAAAATTTAACGCGAATTTTAACAAAATATTAACGCTTACAATTTAGGTGGCACTTTTCGGGGAAATGTGCGCGGAACCCC

TATTTGTTTATTTTTCTAAATACATTCAAATATGTATCCGCTCATGAATTAATTCTTAGAAAAACTCATCGAGCATCAAATGA

AACTGCAATTTATTCATATCAGGATTATCAATACCATATTTTTGAAAAAGCCGTTTCTGTAATGAAGGAGAAAACTCACCGAG

GCAGTTCCATAGGATGGCAAGATCCTGGTATCGGTCTGCGATTCCGACTCGTCCAACATCAATACAACCTATTAATTTCCCCT

CGTCAAAAATAAGGTTATCAAGTGAGAAATCACCATGAGTGACGACTGAATCCGGTGAGAATGGCAAAAGTTTATGCATTTCT

TTCCAGACTTGTTCAACAGGCCAGCCATTACGCTCGTCATCAAAATCACTCGCATCAACCAAACCGTTATTCATTCGTGATTG

CGCCTGAGCGAGACGAAATACGCGATCGCTGTTAAAAGGACAATTACAAACAGGAATCGAATGCAACCGGCGCAGGAACACTG

CCAGCGCATCAACAATATTTTCACCTGAATCAGGATATTCTTCTAATACCTGGAATGCTGTTTTCCCGGGGATCGCAGTGGTG

AGTAACCATGCATCATCAGGAGTACGGATAAAATGCTTGATGGTCGGAAGAGGCATAAATTCCGTCAGCCAGTTTAGTCTGAC

CATCTCATCTGTAACATCATTGGCAACGCTACCTTTGCCATGTTTCAGAAACAACTCTGGCGCATCGGGCTTCCCATACAATC

GATAGATTGTCGCACCTGATTGCCCGACATTATCGCGAGCCCATTTATACCCATATAAATCAGCATCCATGTTGGAATTTAAT

CGCGGCCTAGAGCAAGACGTTTCCCGTTGAATATGGCTCATAACACCCCTTGTATTACTGTTTATGTAAGCAGACAGTTTTAT

TGTTCATGACCAAAATCCCTTAACGTGAGTTTTCGTTCCACTGAGCGTCAGACCCCGTAGAAAAGATCAAAGGATCTTCTTGA

GATCCTTTTTTTCTGCGCGTAATCTGCTGCTTGCAAACAAAAAAACCACCGCTACCAGCGGTGGTTTGTTTGCCGGATCAAGA

GCTACCAACTCTTTTTCCGAAGGTAACTGGCTTCAGCAGAGCGCAGATACCAAATACTGTCCTTCTAGTGTAGCCGTAGTTAG

GCCACCACTTCAAGAACTCTGTAGCACCGCCTACATACCTCGCTCTGCTAATCCTGTTACCAGTGGCTGCTGCCAGTGGCGAT

AAGTCGTGTCTTACCGGGTTGGACTCAAGACGATAGTTACCGGATAAGGCGCAGCGGTCGGGCTGAACGGGGGGTTCGTGCAC

ACAGCCCAGCTTGGAGCGAACGACCTACACCGAACTGAGATACCTACAGCGTGAGCTATGAGAAAGCGCCACGCTTCCCGAAG

GGAGAAAGGCGGACAGGTATCCGGTAAGCGGCAGGGTCGGAACAGGAGAGCGCACGAGGGAGCTTCCAGGGGGAAACGCCTGG

TATCTTTATAGTCCTGTCGGGTTTCGCCACCTCTGACTTGAGCGTCGATTTTTGTGATGCTCGTCAGGGGGGCGGAGCCTATG

GAAAAACGCCAGCAACGCGGCCTTTTTACGGTTCCTGGCCTTTTGCTGGCCTTTTGCTCACATGTTCTTTCCTGCGTTATCCC

CTGATTCTGTGGATAACCGTATTACCGCCTTTGAGTGAGCTGATACCGCTCGCCGCAGCCGAACGACCGAGCGCAGCGAGTCA

GTGAGCGAGGAAGCGGAAGAGCGCCTGATGCGGTATTTTCTCCTTACGCATCTGTGCGGTATTTCACACCGCAATGGTGCACT

CTCAGTACAATCTGCTCTGATGCCGCATAGTTAAGCCAGTATACACTCCGCTATCGCTACGTGACTGGGTCATGGCTGCGCCC

CGACACCCGCCAACACCCGCTGACGCGCCCTGACGGGCTTGTCTGCTCCCGGCATCCGCTTACAGACAAGCTGTGACCGTCTC

CGGGAGCTGCATGTGTCAGAGGTTTTCACCGTCATCACCGAAACGCGCGAGGCAGCTGCGGTAAAGCTCATCAGCGTGGTCGT

GAAGCGATTCACAGATGTCTGCCTGTTCATCCGCGTCCAGCTCGTTGAGTTTCTCCAGAAGCGTTAATGTCTGGCTTCTGATA

AAGCGGGCCATGTTAAGGGCGGTTTTTTCCTGTTTGGTCACTGATGCCTCCGTGTAAGGGGGATTTCTGTTCATGGGGGTAAT

GATACCGATGAAACGAGAGAGGATGCTCACGATACGGGTTACTGATGATGAACATGCCCGGTTACTGGAACGTTGTGAGGGTA

AACAACTGGCGGTATGGATGCGGCGGGACCAGAGAAAAATCACTCAGGGTCAATGCCAGCGCTTCGTTAATACAGATGTAGGT

GTTCCACAGGGTAGCCAGCAGCATCCTGCGATGCAGATCCGGAACATAATGGTGCAGGGCGCTGACTTCCGCGTTTCCAGACT

TTACGAAACACGGAAACCGAAGACCATTCATGTTGTTGCTCAGGTCGCAGACGTTTTGCAGCAGCAGTCGCTTCACGTTCGCT

CGCGTATCGGTGATTCATTCTGCTAACCAGTAAGGCAACCCCGCCAGCCTAGCCGGGTCCTCAACGACAGGAGCACGATCATG

CGCACCCGTGGGGCCGCCATGCCGGCGATAATGGCCTGCTTCTCGCCGAAACGTTTGGTGGCGGGACCAGTGACGAAGGCTTG
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AGCGAGGGCGTGCAAGATTCCGAATACCGCAAGCGACAGGCCGATCATCGTCGCGCTCCAGCGAAAGCGGTCCTCGCCGAAAA

TGACCCAGAGCGCTGCCGGCACCTGTCCTACGAGTTGCATGATAAAGAAGACAGTCATAAGTGCGGCGACGATAGTCATGCCC

CGCGCCCACCGGAAGGAGCTGACTGGGTTGAAGGCTCTCAAGGGCATCGGTCGAGATCCCGGTGCCTAATGAGTGAGCTAACT

TACATTAATTGCGTTGCGCTCACTGCCCGCTTTCCAGTCGGGAAACCTGTCGTGCCAGCTGCATTAATGAATCGGCCAACGCG

CGGGGAGAGGCGGTTTGCGTATTGGGCGCCAGGGTGGTTTTTCTTTTCACCAGTGAGACGGGCAACAGCTGATTGCCCTTCAC

CGCCTGGCCCTGAGAGAGTTGCAGCAAGCGGTCCACGCTGGTTTGCCCCAGCAGGCGAAAATCCTGTTTGATGGTGGTTAACG

GCGGGATATAACATGAGCTGTCTTCGGTATCGTCGTATCCCACTACCGAGATATCCGCACCAACGCGCAGCCCGGACTCGGTA

ATGGCGCGCATTGCGCCCAGCGCCATCTGATCGTTGGCAACCAGCATCGCAGTGGGAACGATGCCCTCATTCAGCATTTGCAT

GGTTTGTTGAAAACCGGACATGGCACTCCAGTCGCCTTCCCGTTCCGCTATCGGCTGAATTTGATTGCGAGTGAGATATTTAT

GCCAGCCAGCCAGACGCAGACGCGCCGAGACAGAACTTAATGGGCCCGCTAACAGCGCGATTTGCTGGTGACCCAATGCGACC

AGATGCTCCACGCCCAGTCGCGTACCGTCTTCATGGGAGAAAATAATACTGTTGATGGGTGTCTGGTCAGAGACATCAAGAAA

TAACGCCGGAACATTAGTGCAGGCAGCTTCCACAGCAATGGCATCCTGGTCATCCAGCGGATAGTTAATGATCAGCCCACTGA

CGCGTTGCGCGAGAAGATTGTGCACCGCCGCTTTACAGGCTTCGACGCCGCTTCGTTCTACCATCGACACCACCACGCTGGCA

CCCAGTTGATCGGCGCGAGATTTAATCGCCGCGACAATTTGCGACGGCGCGTGCAGGGCCAGACTGGAGGTGGCAACGCCAAT

CAGCAACGACTGTTTGCCCGCCAGTTGTTGTGCCACGCGGTTGGGAATGTAATTCAGCTCCGCCATCGCCGCTTCCACTTTTT

CCCGCGTTTTCGCAGAAACGTGGCTGGCCTGGTTCACCACGCGGGAAACGGTCTGATAAGAGACACCGGCATACTCTGCGACA

TCGTATAACGTTACTGGTTTCACATTCACCACCCTGAATTGACTCTCTTCCGGGCGCTATCATGCCATACCGCGAAAGGTTTT

GCGCCATTCGATGGTGTCCGGGATCTCGACGCTCTCCCTTATGCGACTCCTGCATTAGGAAGCAGCCCAGTAGTAGGTTGAGG

CCGTTGAGCACCGCCGCCGCAAGGAATGGTGCATG 

 

Multiple cloning site in pETSUMOadapt 
5’ – GGTGGTAGAGACCTCAGGATCCAAGCTTGCGGCCGCCTCGAGAGACAAGCTT – 3’ 

3’ – CCACCATCTCTGGAGTCCTAGGTTCGAACGCCGGCGGAGCTCTCTGTTCGAA – 5’ 

 

Schnitt durch BsaI und BamHI: 
5’ – GG  TGGTAGAGACCTCAG GATCCAAGCTTGCGGCCGCCTCGAGAGACAAGCTT – 3’ 

3’ – CCACCA  TCTCTGGAGTCCTAG GTTCGAACGCCGGCGGAGCTCTCTGTTCGAA – 5’ 

 

Nukleotidsequenz wt-mmob 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTAGCAGCACCGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob01 (S109A/T111A) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTGCAAGCGCAGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob02 (S109A/T111G) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTGCAAGCGGTGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob03 (S109A/T111S) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA
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TGTTGCAAGCTCTGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob04 (S109A/T111V) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTGCAAGCGTCGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob05 (T111A) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTAGCAGCGCAGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob06 (T111G) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTAGCAGCGGTGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob07 (T111S) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTAGCAGCTCTGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 

 

Nukleotidsequenz mmob08 (T111V) synthetisiert von GeneWiz 
ATAGGTCTCA TGGTTCGTCTGCACACAACGCCTACAACGCGGGTATTATGCAAAAAACTGGTAAGGCTTTTGCGGACGAATT

CTTCGCTGAAGAAAATCAAGTGGTGCACGAAAGCAATGCAGTTGTTCTGGTTCTGATGAAATCTGACGAGATTGACGCGATTA

TTGAGGACATCGTCCTGAAGGGTGGCAAGGCGAAGAATCCGAGCATCGTGGTGGAGGACAAAGCTGGCTTTTGGTGGATTAAG

GCTGACGGTGCGATCGAGATTGATGCGGCCGAGGCAGGCGAACTGTTGGGTAAGCCGTTTAGCGTTTACGACTTACTGATCAA

TGTTAGCAGCGTCGTTGGTCGTGCTTATACCCTGGGTACGAAGTTTACCATCACGTCTGAGCTGATGGGTCTGGACCGCGCAC

TGACGGACATTTAAG GATCCGACG 
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8.3 Kolonie-PCR von E. coli KRX pETSUMOadapt_mmob-Stämmen 

 

 

8.4 Reinigung von MMOB-Varianten 

 

Abbildung 8.3: Agarose-Gelelektrophorese nach Kolonie-PCR von E. coli KRX pETSUMOadapt_mmob-

Stämmen; Kolonie-PCR beschrieben in Kapitel 2.2.4 (Seite 30), verwendete Primer: T7_fwd, T7_rev 

(Tabelle 2.7, Seite 25); Agarose-Gelelektrophorese beschrieben in Kapitel 2.5.4, Seite 44 

1      2          3       4      5        6       7       8        9      10 

                               MMOB-Varianten 

M     wt    05      06      07      08     01     02     03      04       bp  

 

2500 – 

 

 

 
800 – 

 
 

350 – 

 

 

kDa 

 

116 – 

66 – 
 

45 – 
 

35 – 
 

25 – 

 

18 – 
 

14 – 

 

1      2       3         4       5      6        7       8      9        10   11    12    13   14     15    16   17     18     19   20    21   22 

              Reinigung MMOB05                   Reinigung MMOB07     

 M     RE  I1    D    FT    W     E     Ref     I1    D    FT     E     Ref 

                             MMOB-Variante                       

M     01   02     03     04    05     06       07       08 

Abbildung 8.4: SDS-PAGE-Analyse von Fraktionen der Reinigung von MMOB-Varianten; Reinigungsmethode 

beschrieben in Kapitel 2.3.7 (Seite 35); Gel A: Gereinigte Varianten MMOB01 – 04, 06, 08 nach der 2. IMAC, Rei-

nigung der Varianten MMOB05 und 07 zunächst nicht erfolgreich; Gel B: Reinigung der Variante MMOB05, M: 

Molekulargewichtsmarker, RE: Rohextrakt, I1: Elutionsfraktion IMAC 1, D: Nach Verdau mit SUMO-Protease, 

FT: Durchfluss IMAC2, W: Waschfraktion IMAC2, E: Elutionsfraktion IMAC2, Ref: gereinigtes wtMMOB; Gel C: 

Reinigung der Variante MMOB07, I1: Elutionsfraktion IMAC1, D: nach Verdau mit SUMO-Protease, FT: Durch-

fluss IMAC2, E: Elutionsfraktion IMAC2, Ref: gereinigtes wtMMOB. Die SDS-PAGE-Analyse wurde analog zu der 

Analyse der Reinigung des Wildtyp MMOB in Abbildung 3.10 (Seite 57) durchgeführt. 

A B C 
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8.5 Präparation der SUMO-Protease scUlp1 

8.6 Aktivitätsbestimmung gereinigter MMOR-Fraktionen 

 

Abbildung 8.6: Progresskurven der MMOR-Aktivität im DCPIP-Assay; Methode beschrieben in Kapitel 2.4.1, 

Seite 35; Absorption von DCPIP bei 600 nm gemittelt von n = 3 Reaktionen; V = 500 µL, T = 45 °C, 

c(DCPIP) = 100 µM, c(NADH) = 1 mM; c(MMOR) siehe Tabelle 8.1 

kDa 

 

116 – 

66 – 
 

45 – 
 

35 – 
 

25 – 

 

18 – 
 

14 – 

 

1      2      3       4       5      6      7      8       9      10    

M     RE   UF    FT    W        1       2      3        4      5 

Abbildung 8.5: SDS-PAGE-Analyse von Reinigungsfraktionen zur Aufarbeitung der SUMO-Protease scUlp1; 

Biomasse (30,2 g BWM E. coli Rosetta (DE3) pET28a-scUlp1) zur Aufarbeitung wurde zur Verfügung gestellt 

von O. Koyuturk, M. Wolfram. Die Reinigung wurde nach dem Protokoll von O. Koyuturk durchgeführt 

[Koyuturk, 2015]. Reinigung mittels IMAC. M: Unstained Protein Molecular Weight Marker; RE: Rohextrakt nach 

Zellaufschluss (lösliche Fraktion); UF: unlösliche Fraktion nach Zentrifugation; FT: Durchflussfraktion; W: 

Waschfraktion; 1-5: Elutionsfraktionen. Finale Proteinkonzentration nach Vereinigung der Elutionsfraktionen 

und Dialyse c = 0,46 mg/mL, V = 48 mL, m = 22,1 mg. 
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Tabelle 8.1: Parameter und Reaktionsgeschwindigkeiten der MMOR im DCPIP-Assay 
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µg/mL min

-1
 min

-1
 µM/min U/mg 

blank 0 -0,1597 - - - 

MMOR Fraktion A 1,1 -0,8873 -0,7276 55,97 53 

MMOR Fraktion C 0,9 -0,5098 -0,3501 26,93 29,8 
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8.7 Einfluss organischer Lösungsmittel auf die sMMO-Aktivität  

 

 

8.8 Einfluss von BSA auf die sMMO 

 

  

Abbildung 8.7: Umsatz von Nitrobenzol mit der sMMO mit und ohne Lösungsmittelzusatz; Nitrobenzol-

Assay beschrieben in Kapitel 2.4.2 (Seite 36); p-Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; Progresskurven 

gemittelt aus n = 3; Standardabweichung ≤ 10 %; Reaktionsparameter: V = 0,5 mL TMA-Puffer pH 7,5 mit 

angegebenem Volumen-Prozentanteil Acetonitril (ACN) oder Dimethylsulfoxid (DMSO); T = 30 °C; 

c(sMMO) = 1 µM*, c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; (*) bezogen auf eine aktive Einheit 

(MMOH:MMOB:MMOR = 1:1:1); 

Abbildung 8.8: Spezifische Aktivität der sMMO im Nitrobenzol-Assay mit verschiedenen BSA-

Konzentrationen; Nitrobenzol-Assay beschrieben in Kapitel 2.4.2 (Seite 36); V = 0,5 mL TMA-Puffer 

pH 7,5; T = 30 °C; c(sMMO) = 1 µM; c(Nitrobenzol) = 1 mM; c(NADH) = 1 mM; c(BSA) = 0 – 20 mg/mL; p-

Nitrophenol detektiert bei λ = 420 nm; spez. Aktivität berechnet aus dem initialen Anstieg der Produkt-

konzentration aus n ≥ 3 Reaktionen. 
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8.9 HPLC-Kalibrierung 

 

 

Tabelle 8.2: Kalibrierung der HPLC-Analyse; ermittelte Korrelationskoeffizienten aus Abbildung 8.9 

Substanz Wellenlänge 
Korrelationsfaktor 

Peakfläche/Konzentration 

Korrelationskoeffizient  

R² 

 nm mAU*min
-1

*µM
-1

  

Benzol 208 0,5093 0,99985 

Phenol 275 0,1674 0,99999 

Resorcin 275 0,1524 0,99987 

Brenzkatechin 275 0,2099 0,99999 

Hydrochinon 289 0,2190 0,99995 

Naphthalin 275 0,5305 0,99989 

1-Naphthol 275 0,3352 0,99989 

2-Naphthol 275 0,4509 0,99991 

 

Abbildung 8.9: Kalibriergeraden der HPLC-Analyse; die entsprechenden Substanzen wurden in 10 – 50 % ACN 

gelöst und mit der Methode in Kapitel 2.5.5 (Seite 44) analysiert; Injektionsvolumen 1 µL; n = 2 
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8.10 GC-Kalibrierung 

 

Tabelle 8.3: Kalibrierung der HPLC-Analyse; ermittelte Korrelationskoeffizienten aus Abbildung 8.11 

Substanz 
Korrelationsfaktor 

Peakfläche/Konzentration 

Korrelationskoeffizient 

R² 

 min
-1

 mM
-1

  

Benzol 119007 0,99994 

Toluol 136545 0,99991 

Naphthalin 188999 0,99987 

 

Benzol 
Naphthalin 

2-Naphthol 

Phenol 

Resorcin 

Brenzkatechin 

Hydrochinon 
1-Naphthol 

Abbildung 8.10: Beispiel-Chromatogramm der HPLC-Analyse, Methode beschrieben in Kapitel 2.5.5 (Seite 44) 

Abbildung 8.11; Kalibriergeraden der GC-Analyse; die entsprechenden Substanzen wurden in n-Decan 

gelöst und mit der Methode in Kapitel 2.5.6 (Seite 45) analysiert; Injektionsvolumen 1 µL; n = 2 
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8.11 Kalibrierung des Massenspektrometers VarioOne 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 8.12; Kalibrierung der MS-Analyse (VarioOne, Variolytics, Stuttgart) mit bekannten Phenol-

Konzentrationen; Messprinzip und Methode sind in Kapitel 2.5.7 (Seite 46) beschrieben. Definierte Men-

gen an Phenol wurden in eine wässrige Lösung gegeben. Der Ionenstrom bei m/z = 94 wurde kontinuier-

lich gemessen und im Anschluss an den Ionenstrom von Wasser (m/z = 18) als Referenz normiert. Nach 

Erreichen eines konstanten Ionenstroms wurde der Mittelwert gebildet (Bereiche in grau markiert) und 

gegen die Konzentration aufgetragen. 

Abbildung 8.13; Kalibrierung der MS-Analyse (VarioOne, Variolytics, Stuttgart) mit bekannten Benzol-

Konzentrationen; Messprinzip und Methode sind in Kapitel 2.5.7 (Seite 46) beschrieben. Definierte Men-

gen an Benzol wurden in eine wässrige Lösung gegeben. Der Ionenstrom bei m/z = 78 wurde kontinuier-

lich gemessen und im Anschluss an den Ionenstrom von Wasser (m/z = 18) als Referenz normiert. Nach 

Erreichen eines konstanten Ionenstroms wurde der Mittelwert gebildet (Bereiche in grau markiert) und 

gegen die Konzentration aufgetragen. 
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8.12 Untersuchung zum Umsatz der Glucosedehydrogenase 

 

 

8.13 Untersuchung zum Umsatz der Katalase 

 

 

 

 

  

Abbildung 8.14; Umsatz von Glucose mit der Glucosedehydrogenase (GDH, Pseudomonas sp., Sigma-

Aldrich), Bildung von NADH; Reaktion: V = 1 mL TMA-Puffer pH 7,5, c(GDH) = 1 µg/mL, c(D-Glucose) = 

50 mM, c(NAD) = 10 mM; Bildung von NADH spektrophotometrisch verfolgt mit NanoDrop, Berechnung 

der Konzentration über Extinktionskoeffizient ε340 = 6200 M
-1

 cm
-1

; Daten aus n = 2 Reaktionen dargestellt. 

Im beobachteten Zeitraum wurden mit 1 µg/mL GDH 3,5 mM NADH gebildet. Durch Einsatz von 5 µg/mL 

GDH im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollten mindestens 17,5 mM NADH produziert werden können. 

Abbildung 8.15; Umsatz von H2O2 mit der Katalase (Cat, Rinderleber, Sigma-Aldrich); Reaktion: V = 1 mL 

TMA-Puffer pH 7,5, c(Cat) = 0,1 µg/mL, Reaktion 1: c(H2O2) = 11,6 mM, Reaktion 1: c(H2O2) = 1,16 mM, 

Konzentration von H2O2 bestimmt mit YSI-Analysator (nach Herstellerangaben). In Reaktion 1 wurden 

mit 0,1 µg/mL Cat 11,6 mM H2O2 umgesetzt. Durch Einsatz von 100 - 500 µg/mL im Rahmen der vorliegen-

den Arbeit sollte mindestens 11,6 – 58 M H2O2 umgesetzt werden können. 
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