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Zusammenfassung 

Diese Arbeit beschäftigt sich mit der Erforschung von Amidasen aus den Speisepilzen 

Flammulina velutipes und Pleurotus ostreatus und ihrer Anwendbarkeit in der 

Lebensmitteltechnologie. 

F. velutipes ist ein populärer Speisepilz in der asiatischen Küche. Bei der Untersuchung des 

Sekretoms von F. velutipes in Gluten-angereichertem Medium wurde ein Enzym entdeckt, 

welches die Deamidierung von L-Asparagin und L-Glutamin katalysierte. Das Enzym wurde 

durch Schäumung und SEC bis zur elektrophoretischen Homogenität aufgereinigt. Die Analyse 

mittels Polyacrylamidgelelektrophorese zeigte ein Protein von 85 kDa, welches nach 

Denaturierung Untereinheiten von 13 kDa aufwies, die ein Hexamer vermuten lassen. Durch 

ESI-MS/MS gewonnene Peptidsequenzen ermöglichten die Ableitung von degenerierten 

Primern, mit denen die vollständige kodierende Sequenz von 372 bp ermittelt werden konnte. F. 

velutipes Asparaginase (FvNase) wurde in E. coli exprimiert. Der Rohextrakt der E. coli-Zellen  

erreichte eine L-Asparagin-hydrolysierende Aktivität von 16 U/mL, welche fünfmal höher als 

die L-Glutamin-hydrolysierende Aktivität war. FvNase zeigte sowohl in der nativen, als auch in 

der rekombinanten Form ein pH-Optimum bei pH 7, außergewöhnliche Toleranz gegenüber 

höheren Temperaturen und Natriumchlorid und keine signifikante Homologie zu bereits 

bekannten Asparaginasen oder Glutaminasen. 

Die submerse Kultivierung von P. ostreatus var. florida auf Weizengluten führte zu einer 

erhöhten Löslichkeit des Substrats. Die kodierende Sequenz einer der extrazellulären 

Peptidasen wurde durch PCR mit degenerierten Primern und RACE ermittelt. Die Sequenz hat 

eine Länge von 1161 bp, welche sich in 386 aa mit einer Molekularmasse von 38,7 kDa übersetzt. 

Durch Vergleich mit homologen Proteinen wurde das neue Enzym als eine Subtilase der 

Proteinase K Unterfamilie klassifiziert. P. ostreatus Peptidase 1 (POP1) wurde als Präproenzym 

exprimiert, deren 19 aa Signalsequenz durch den Exports abgespalten wurde. Die Prosequenz 

fungierte als ein intramolekulares Chaperon und temporärer Inhibitor und wurde in einem 

autokatalytischen Prozess abgebaut. Die heterologe Expression in E. coli führte zur Bildung von 

Einschlusskörpern, aus denen die Peptidase mit Hilfe von β-Cyclodextrin und CTAB renaturiert 

wurde. POP1 zeigte Optima bei pH 7,5 und 37 ° C und die höchste Stabilität bei pH 8 und 30 ° C. 

Die Peptidase wurde durch PMSF, Antipain und Cu2+ vollständig gehemmt, während Ca2+ die 

Aktivität deutlich steigerte. Die Hydrolyse von N-Suc-AAPF-pNA wurde in Gegenwart von 5 M 

NaCl nahezu verdreifacht. 

Schlagworte: Hydrolasen, Basidiomyceten, heterologe Expression 



Abstract 
 V 

Abstract 

This work deals with the exploration of amidases from the mushrooms Flammulina velutipes and 

Pleurotus ostreatus and their applicability in food technology. 

F. velutipes enjoys high popularity as an edible mushroom in Asian cuisines. Investigating the 

secretion of peptidases in nutrient media enriched with gluten, an enzyme was noticed that 

catalyzed the deamidation of L-asparagine and L-glutamine. The enzyme was purified to 

electrophoretic homogeneity by foaming and SEC. PAGE analysis revealed a protein of about 85 

kDa with 13 kDa subunits indicating a hexameric protein. Degenerated primers were deduced 

from peptide fragments and the complete coding sequence of 372 bp was determined. The gene 

of Flammulina velutipes asparaginase (FvNase) expressed in E. coli achieved an L-asparagine -

hydrolyzing activity of 16 U/mL in crude extract, which was 5 times higher than its L-

glutamine-hydrolyzing ability. The enzyme showed a pH-optimum at pH 7, remarkable 

tolerance towards elevated temperature and sodium chloride concentration in both the native 

and recombinant form, and no significant homology to any conserved domains of published 

asparaginases or glutaminases. 

The submerged cultivation of P. ostreatus var. florida on wheat gluten led to an increased 

solubility of the substrate. The coding sequence of one of the extracellular peptidases was 

obtained by PCR with degenerated primers and RACE. The sequence amounted to 1161 bp, 

translating into 386 aa with a molecular mass of 38.7 kDa. By comparison with homologous 

proteins the new enzyme was classified as a subtilisin-like peptidase of the proteinase K 

subfamily. P. ostreatus peptidase 1 (POP1) was expressed as a preproenzyme, whose 19 aa signal 

sequence was cleaved off during export into the extracellular space. The prosequence acted as 

an intramolecular chaperone and temporary inhibitor and was degraded in an autocatalytic 

process. The heterologous expression in E. coli resulted in the formation of inclusion bodies, 

from which the peptidase was refolded by using β-cyclodextrin and CTAB. POP1 showed optima 

at pH 7.5 and 37 °C. It was most stable at pH 8 and 30 °C. The peptidase was completely inhibited 

by PMSF, antipain and Cu2+, while Ca2+ significantly enhanced its performance. The hydrolysis of 

N-Suc-AAPF-pNA was almost tripled in presence of 5 M NaCl. 

Keywords: hydrolases, basidiomycete, heterologous expression 
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1 Einleitung 

1.1 Hydrolasen in der Lebensmitteltechnologie 

Die Herstellung von Proteinhydrolysaten für die Verwendung als Lebensmittel hat eine 

jahrtausendealte Tradition. Die ersten Nachweise der Käseherstellung wurden bereits für 

das fünfte Jahrtausend vor Christi gefunden. Auch die Sojasoße blickt auf eine etwa 2500 

jährige Geschichte zurück. Moderne Applikationen beinhalten die Herstellung von 

hypoallergener Babynahrung, Nahrungsergänzungsmitteln für Sportlerernährung und 

Gewichtsreduktion oder bioaktiven Peptiden für die Blutdruckregulation [1]. 

Die Proteinquellen sind sowohl tierischen und pflanzlichen Ursprungs und in der Regel in 

großen Mengen verfügbar. So fällt zum Beispiel Molke in großen Mengen bei der 

Käseherstellung an, während Weizengluten einen Nebenstrom der Stärkeherstellung 

darstellt. Leguminosen, darunter vor allem Soja, Lupine und Erbse, sind in vielen 

Klimazonen kultivierbar und liefern hohe Erträge bei geringen Bodenansprüchen. 

Eine auch heute noch übliche Methode, pflanzliches Protein für die Würzmittelherstellung 

zu spalten, ist die salzsaure Hydrolyse unter starker Erhitzung mit anschließender 

Neutralisierung durch Natronlauge oder Hydrogencarbonat [2-5]. Dabei kommt es neben 

der Freisetzung von Glutamat zur Bildung von Glykokonjugaten aus den freien 

Aminosäuren und Zuckern. Zusammen verursachen diese einen intensiven, würzig-

herzhaften Geschmack [6, 7]. Während dieses Prozesses bilden sich jedoch kanzerogene 

Chlorpropanole, zum Beispiel 3-Monochlorpropan-1,2-diol. 3-MCPD konnte zwar 

erfolgreich durch Erhitzung im alkalischen pH-Bereich degradiert werden, jedoch führte 

diese Strategie auch zu einer unerwünschten Veränderung des gewohnten 

Geschmacksprofils [8-10]. Insgesamt wird durch Säure hydrolysiertes pflanzliches Protein 

heute als minderwertig betrachtet, da es viele unbekannte Nebenprodukte enthält und das 

Problem der Chlorpropanolbildung nur reduziert, aber nicht gelöst werden konnte [6]. 

Das Beispiel der Sojasoße zeigt, dass durch Fermentation mit verschiedenen Aspergillus 

Spezies Hydrolysegrade von etwa 70 % und der angestrebte umami Geschmack erreicht 

werden können. Allerdings nimmt der gesamte Prozess Monate in Anspruch [1, 11]. Daher 

ist das Interesse an der Verbesserung der bereits in Anwendung befindlichen, rein 

enzymatischen Prozesse deutlich gestiegen. Ein Beispielverfahren beinhaltet eine kurze 
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Hitzebehandlung des Rohmaterials, gefolgt von der Einstellung eines, je nach eingesetzten 

Enzymen, schwach sauren bis neutralen pH-Werts und einer Temperatur von 50-55 °C über 

10-24 h [12]. 

Die Nachteile der enzymatischen Behandlung sind nachwievor ungenügende 

Hydrolysegrade und die Bildung von Bitterpeptiden. Ein Sojaproteinhydrolysat muss zum 

Beispiel einen Hydrolysegrad von mindestens 30 % aufweisen und die Erfahrung zeigt, dass 

eine Mischung aus Endo- und Exopeptidasen zu einem deutlich weniger bitteren 

Endprodukt führt. Dieses liegt darin begründet, dass terminal verknüpfte hydrophobe 

Aminosäuren zwar intensive Bitterkeit induzieren, in ihrer freien Form jedoch nicht oder 

nur wenig zu dieser Geschmacksrichtung beitragen [1, 6]. Ein weiterer Nachteil geringer 

Hydrolysegrade ist die unvollständige Umsetzung des Rohmaterials, denn der verbleibende 

Rest muss abgetrennt und entsorgt werden. 

Die Auswahl der Hydrolasen für die Würzmittelherstellung beschränkt sich nicht nur auf 

Peptidasen. Hervorzuheben ist die Glutaminase, die durch die Deaminierung von Glutamin 

den Anteil am intensiv würzig-herzhaft schmeckenden Salz der Glutaminsäure deutlich 

erhöht [13]. Zwar ist es möglich, die Aminosäureseitenketten etwa in Weizengluten durch 

leichtes Erhitzen in schwachen Säuren zu deaminieren, jedoch erzielt eine Umsetzung mit 

einer Glutaminase einen prägnanteren umami-Geschmack [14, 15]. Ein Beispiel für ein auf 

dem Markt erhältliches Enzym ist die Glutaminase SD-C100S des japanischen Anbieters 

Amano Enzymes. 

Aufgrund ihrer ähnlichen Seitenketten können einige Glutaminasen auch Asparagin 

deaminieren und umgekehrt. Die Benennung erfolgt gemäß der dominanteren Aktivität. 

Werden Glutamin und Asparagin mit derselben Effizienz hydrolysiert, wird das Enzym 

Glutaminase-Asparaginase genannt [16]. Die Deaminierung von Asparagin hat in den letzten 

Jahren viel Aufmerksamkeit erhalten. Nach der Entdeckung, dass Acrylamid, welches in 

frittierten oder gebackenen, stärkehaltigen Lebensmitteln gebildet wird, kanzerogen ist, 

wurden vermehrt Anstrengungen unternommen, den Acrylamidgehalt zu senken. Mehrere 

Gruppen konnten Asparagin und die Bildung der korrespondierenden Glykokonjugate im 

Rahmen der Maillardreaktion als Ursache für die Acrylamidentstehung identifizieren [17-

19]. Dabei wurde deutlich, dass verschiedene Zwischenprodukte entstehen, die in 

unterschiedlichem Maße in Acrylamid resultieren [17, 20]. Eine hypothetischer 

Syntheseweg ist in Abb. 1 dargestellt: Asparagin bildet mit reduzierenden Zuckern die 
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korrespondierende Schiff’sche Base, die in einer Strecker-artigen Reaktion unter 

Decarboxylierung ein intermediäres Imin bildet, welches zu einem sekundären Amin  

umlagert. Aus der anschließenden β-Eliminierung geht das Acrylamid hervor. Nach der 

Entdeckung, dass Acrylamid im Tierversuch kanzerogen ist, wurden vermehrt 

Anstrengungen unternommen, den Acrylamidgehalt zu senken. Dabei zeigte sich, dass die 

Deaminierung des Acrylamid-Precursors Asparagin durch Asparaginasen zu einer nahezu 

quantitativen Verhinderung der Acrylamidbildung führte [21-23]. Beispiele für 

kommerzielle Asparaginasen sind Acrylaway® von Novozymes oder PreventASe™ von DSM. 

1.2 Hydrolasen aus Basidiomyceten 

Aufgrund ihrer leichten Kultivier- und Verfügbarkeit werden mikrobielle Quellen für die 

Erschließung neuer technologisch interessanter Enzyme gegenüber den tierischen oder 

pflanzlichen Quellen bevorzugt. Dabei liegt der Fokus jedoch auf Bakterien und 

Schimmelpilzen. In den letzten 15 Jahren sind die verfügbaren Daten zur Anwendung von 

Basidiomyceten in der Biotechnologie deutlich angestiegen (s. Abb. 2), ein klarer Hinweis 

für das Interesse daran, den Pool der in der weißen Biotechnologie angewandten 

Mikroorganismen zu erweitern. 

Aufgrund ihrer Lebensweise auf Hölzern oder dem Waldboden, die gemeinhin schwer 

aufzuschließende Substrate darstellen, sekretieren Basidiomyceten eine große Anzahl von 

Enzymen, darunter Laccasen, Peroxidasen, H2O2-produzierende Enzyme und Hydrolasen 

Abb. 1: Hypothetischer Reaktionsweg der Acrylamidbildung aus Asparagin und reduzierenden Zuckern [17].
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[24]. Viele dieser Enzyme konnten bereits näher charakterisiert werden. Dabei ergaben sich 

auch interessante biotechnologische Anwendungsmöglichkeiten. Zum Beispiel beschreiben 

Krügener et al. eine Dioxygenase aus Pleurotus sapidus, welche das Sesquiterpen (+)-Valencen 

zu (+)-Nootkaton oxidert, dem Schlüsselaroma der Grapefruit [25, 26]. 

Basidiomyceten haben den Vorteil, dass viele Daten über die Pathogenität der 

verschiedenen Stämme verfügbar sind, so dass gezielt ungiftige ausgewählt werden können. 

Die bewusste Auswahl von Speisepilzen hätte zudem den Vorteil, dass diese dem 

Verbraucher als vertraute und geschätzte Lebensmittel gut bekannt sind [27]. 

In den letzten Jahren wurden diverse Peptidasen aus Basidiomyceten identifiziert und zum 

Teil auch charakterisiert [28-40]. Der Schwerpunkt wurde dabei jedoch auf die Regulation 

des Sekretoms gelegt. Sowohl bei Pleurotus ostreatus, als auch Trametes versicolor konnte ein 

Zusammenhang zwischen der Sekretion von Peptidasen und der Aktivität von Laccasen 

beobachtet werden [39, 40]. Neben ihrer Aufgabe, Stickstoffquellen aus dem Substrat zu 

mobilisieren, regulieren einige Peptidasen offenbar auch die Aktivität anderer 

extrazellulärer Enzyme, indem sie diese bedarfsgerecht abbauen oder durch Spaltung eines 

Zymogens aktivieren.  

Im Gegensatz zu Peptidasen gibt es kaum beziehungsweise keine charakterisierten 

Asparaginasen und Glutaminasen aus Basidiomyceten. Diese Hydrolasen wurden bisher aus 

Bakterien, Hefen, Pilzen und Säugetieren isoliert und beschrieben [41-45]. Im Bereich der 
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Abb. 2: Entwicklung der Anzahl von Publikationen, die sich mit der biotechnologischen Anwendung von 
Basidiomyceten beschäftigen. (Quelle: SciFinder®) 
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Pilze sind jedoch nur Vertreter aus Schimmelpilzen wie Aspergillus oryzae oder Aspergillus 

niger [46, 47] näher charakterisiert worden. Lediglich Kohlmunzer et al. haben 1980 L-

Asparaginase-Aktivität in verschiedenen höheren Pilzen beobachtet [48]. Dabei handelte es 

sich jedoch um Mykorrhizabildner, also Pilze, die mit Pflanzen Symbiosen eingehen und 

deshalb nur schwer kultivierbar sind. Somit haben diese Enzyme keine weitere Beachtung 

erfahren. 

1.3 Erschließung neuer Enzyme aus Basidiomyceten 

Es gibt verschiedene Strategien, neue Enzyme aufzufinden. Die gängige Vorgehensweise ist 

die Anwendung aktivitätsbasierter Screeningverfahren. Ausgewählte Basidiomyceten 

werden submers in einem induzierenden Medium kultiviert und mit entsprechenden 

Aktivitätstests untersucht, um eine Selektion von Stämmen zu erhalten, die die Zielaktivität 

aufweisen. Als Induktor wird üblicherweise ein Substrat verwendet, welches durch die 

Zielenzyme abgebaut wird. Im Fall von Peptidasen handelt es sich also folglich um 

proteinreiche Substanzen wie Gluten, Wolle oder Soja [49]. Dabei verursacht jedes Substrat 

eine individuelle Zusammensetzung des Sekretoms (s. Abb. 3). Die Intention ist, eine 

ausreichende Expression des Zielenzyms zu erreichen, um dieses zu isolieren und 

charakterisieren. Die Bestimmung von Peptidsequenzen aus ESI-MS/MS- und Edmann-

Verfahren erlaubt darüber hinaus eine weitergehende Kategorisierung, sofern homologe 

Proteine bereits charakterisiert wurden und ihre Primärstruktur bekannt ist. 

Eine weitere Möglichkeit, neue Enzyme zu erschließen, umgeht den Weg über das Screening 

Abb. 3: Sezernierte Peptidasen von Flammulina velutipes während der Kultivierung 
mit verschiedenen Substraten. Die Visualisierung erfolgte über Gelatine Zymografie 
[49]. 
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von Basidiomyceten-Kulturen. Durch die immer preiswerter werdende Sequenzierung 

ganzer Eukaryotengenome stehen auch immer mehr Genome von Basidiomyceten zur 

Verfügung (s. Tab. 1). Die Sequenzen von Enzymen, die die gewünschte Reaktion 

katalysieren, können über konservierte Domänen bereits bekannter Primärstrukturen 

identifiziert werden. Die Charakterisierung erfolgt dann nach heterologer Expression des 

Zielenzyms.  

Tab. 1: Status der Genom-Sequenzierung verschiedener Ständerpilze 
Stamm Status Stamm Status 

Agaricus bisporus var bisporus (H97) v2.0 Beendet Laccaria bicolor v2.0  Beendet 

Agaricus bisporus var. burnettii JB137-S8  Beendet Phanerochaete chrysosporium v2.0  Beendet 

Auricularia delicata SS-5 v1.0  Beendet Phlebia brevispora HHB-7030 SS6 v1.0  Aufbau 

Ceriporiopsis subvermispora B  Aufbau Pleurotus ostreatus PC15 v2.0  Beendet 

Coniophora puteana v1.0  Beendet Pleurotus ostreatus PC9 v1.0  Beendet 

Coprinopsis cinerea  Beendet Postia placenta MAD-698  Beendet 

Cryptococcus neoformans var. grubii H99 Beendet Punctularia strigosozonata v1.0  Aufbau 

Dacryopinax sp. DJM 731 SSP-1 v1.0  Beendet Schizophyllum commune v1.0  Beendet 

Dichomitus squalens v1.0  Beendet Serpula lacrymans S7.3 v2.0  Aufbau 

Fomitiporia mediterranea v1.0  Beendet Serpula lacrymans S7.9 v1.0  Beendet 

Fomitopsis pinicola SS1 v1.0  Beendet Stereum hirsutum FP-91666 SS1 v1.0 Aufbau 

Ganoderma sp. 10597 SS1 v1.0  Beendet Trametes versicolor v1.0 Beendet 

Gloeophyllum trabeum v1.0  Beendet Tremella mesenterica Fries v1.0 Beendet 

Heterobasidion annosum v2.0  Beendet Wolfiporia cocos MD-104 SS10 v1.0 Beendet 

 

Auch wenn das Genom noch nicht bekannt ist, können kodierende Sequenzen ermittelt 

werden. Peptide, deren Aminosäureabfolge durch ESI-MS/MS- und Edmann-Verfahren 

bestimmt wurde, werden in ihre DNA-Konsensussequenz rückübersetzt, um daraus Primer 

für PCR-basierte Screeningmethoden abzuleiten. Nachdem auf diese Weise eine 

Partialsequenz des gesuchten Gens ermittelt wurde, muss die kodierende Sequenz durch 5‘-

RACE beziehungsweise 3‘-RACE vervollständigt werden. Dieses erfolgt über 

Adaptersequenzen, die mit spezifischen Primern aus der Zielsequenz in einer PCR 

kombiniert werden können, um die fehlenden Partialsequenzen zu amplifizieren (s. Abb. 4). 

Die Anfügung der Adapter erfolgt zum einen durch eine Adaptersequenz an einem Oligo-

dT-Primer, der an den Poly-A-Schwanz der mRNA bindet und den Startpunkt der reversen 

Transkription bildet. Für die Anfügung des Adapters am 3‘-Ende des ersten cDNA-Strangs 
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wird zum anderen der template-switch Mechanismus der M-MLV Reversen Transkriptase 

genutzt [50]. Diese Eigenschaft sorgt für die Anknüpfung von 2-4 dCTP-Molekülen an das 3‘-

Ende des cDNA-Erststrangs, sobald die Reverse Transkriptase die 5‘-Cap-Struktur der mRNA 

erreicht. Der Adapter trägt an seinem 3‘-Ende eine korrespondierende Anzahl an 

Guanosinbasen, wodurch er mit dem 3‘-Ende des Erststrangs hybridisieren kann. Die 

Transkription wird daraufhin von der Reversen Transkriptase fortgesetzt und die revers 

komplementäre Sequenz des Adapters an den Erststrang angehängt [50-52]. Auf diese Art 

können kodierende Sequenzen ermittelt, kloniert und für die heterologe Expression 

genutzt werden. 

1.4 Strategien zur erfolgreichen Enzymproduktion in E. coli 

Einige technisch wichtige Enzyme aus Basidiomyceten lassen sich nur mit zeit- und 

kostenaufwändigen Verfahren isolieren, wobei die niedrigen Konzentrationen an 

Zielprotein einen wirtschaftlichen Einsatz dieser Biokatalysatoren in der Industrie 

erschweren. Größere Enzymmengen sind über heterologe Expression in prokaryotischen 

Systemen zugänglich, welche ihre spezifischen Vor- und Nachteile haben. Als optimal kann 

ein Expressionssystem nur dann bezeichnet werden, wenn die Produktivität, Bioaktivität 

Abb. 4: Vorgehensweise bei der PCR basierten Sequenzbestimmung
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und biochemische Eigenschaften des Zielproteins beachtet werden, sowie die 

Prozesskosten, allgemeine Anwendbarkeit und Gefahrlosigkeit des Systems selbst [53]. Die 

Vorteile der Expressionssysteme auf der Basis des gram-negativen Bakteriums Escherichia 

coli liegen vor allem in einem schnellen Wachstum in relativ günstigen Substraten mit 

hohen Kulturdichten [54]. Die biotechnologische Herstellung von rekombinantem 

Humaninsulin beziehungsweise Insulinanaloga dürfte wohl das bekannteste 

Anwendungsbeispiel sein. Die Nachteile liegen in fehlenden post-translationalen 

Modifikationen, wie der Glykosylierung und Disulfidbrückenknüpfung im Cytoplasma, und 

der Bildung von unlöslichen Einschlusskörpern, die oft den maßgeblichen Anteil des 

produzierten rekombinanten Proteins ausmachen. Die Einschlusskörper vereinfachen 

jedoch umgekehrt die Aufreinigung des Zielproteins. Zahlreiche verfügbare 

Renaturierungsprotokolle zeugen davon, dass die heterologe Expression in E. coli 

nachwievor Aktualität besitzt [55, 56]. 

1.4.1 Regulation der Expressionsrate 

Eine häufige Ursache für das Scheitern der heterologen Expression liegt in der zu schnellen 

beziehungsweise zu effektiven Produktion des Fremdproteins. Insbesondere bei für E. coli 

toxischen Proteinen kann schon die Basalexpression zu einer Einstellung des Wachstums 

oder zum Zelltod führen [57]. Aber auch bei nicht-toxischen Proteinen führt eine zu hohe 

Expressionsrate häufig zur Akkumulation in Einschlusskörpern. Es ist daher wichtig, die 

Produktion in E. coli regulieren zu können. Die einfachste Maßnahme ist hierbei die 

Veränderung der Temperatur, bei der die Kultur geführt wird. Eine Verringerung von 37 °C 

auf 20 °C bedeutet zwar eine Verlangsamung des Wachstums um das ca. Vierfache [57], 

kann aber die Ausbeute an aktivem Zielprotein deutlich steigern beziehungsweise 

überhaupt erst ermöglichen [58, 59]. 

Weitere Maßnahmen zur Regulation der Expressionrate erfolgen direkt über den 

Expressionsvektor, welcher sämtliche genetischen Elemente trägt, die für die Transkription 

nötig sind. Ausschlaggebend für die Häufigkeit eines Vektors innerhalb der Zelle ist der auf 

dem Vektor liegende origin of replication (ORI), der bestimmt, ob 25-50 (low copy Vektoren) 

oder bis zu 200 Kopien (high copy Vektoren) vorliegen. Mit steigender Kopienzahl steigt 

auch die Expressionsrate [60]. 

Die Auswahl des Promotors hat entscheidenden Einfluss auf die Expressionsrate. Er ist dem 

Start-Codon der Zielsequenz vorgeschaltet und die Erkennungssequenz für die RNA-

Polymerase, welche die Zielsequenz transkribiert. Ein geeigneter Promotor für die 
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heterologe Expression sollte eine geringe Basalexpression aufweisen, die Induktion sollte 

einfach und kostengünstig sein und der Anteil des Zielproteins am Ende der Kultivierung 

mindestens 10-30 % des Gesamtzellproteins ausmachen. Die überwiegende Zahl der auf dem 

Markt erhältlichen Expressionsvektoren sind inzwischen für eine niedrige Kopienzahl 

ausgelegt, da die verwendeten Promotoren stark genug sind, um hohe Syntheseraten zu 

erreichen [57]. 

Zwei der am häufigsten eingesetzten Promotor in der heterologen Expression sind das T7lac 

System und der araBAD Promotor (pBAD). Ersteres basiert auf der IPTG-induzierten 

Expression der RNA Polymerase des T7-Phagen, deren Gen im Chromosom von E. coli 

BL21(DE3) integriert wurde. Die T7 RNA Polymerase bindet wiederum den auf dem 

Expressionsplasmid liegenden T7-Promotor und transkribiert das Gen des Zielproteins mit 

deutlich höherer Prozessionsrate als die E. coli eigene RNA Polymerase. Dieses System 

erlaubt sehr hohe Expressionsraten des rekombinanten Proteins, die einen Anteil von 50 % 

des Gesamtzellproteins überschreiten können [61]. Der Nachteil ist, dass schon eine 

niedrige Expressionsrate von T7 RNA Polymerase die Produktion einer letalen Menge eines 

toxischen Proteins nach sich ziehen kann. Die Transkription des T7 RNA Polymerasegens 

steht unter der Kontrolle des lacUV5 Promotors, der schon durch geringe Mengen Lactose 

(0,03 mM) im Kulturmedium induziert werden kann [62]. Durch den Zusatz von 0,5 % - 1 % 

Glucose ins Kulturmedium kann die Induktion kurzzeitig unterdrückt werden. BL21(DE3)-

Stämme, die ein pLys-Plasmid tragen, exprimieren T7 Lysozym, einen Inhibitor der T7 RNA 

Polymerase. Damit kann die Basalaktivität um den Faktor 10 gesenkt werden [57]. 

Zusätzlich erleichtert die Expression des Lysozyms den Zellaufschluss bei der Aufarbeitung 

[63]. 

Im Gegensatz zum T7lac System ermöglichen pBAD-basierte Vektoren eine bessere 

Expressionskontrolle über die eingesetzte Konzentration des Induktors L-Arabinose. 

Außerdem ist die ohnehin geringe Basalexpression durch den Zusatz von Glucose zum 

Kulturmedium auf ein sehr niedriges Niveau senkbar [64]. Die Regulation des Promotors 

erfolgt über ein Dimer des AraC-Proteins, welches in Abwesenheit von L-Arabinose zwei 

voneinander separierte DNA-Erkennungssequenzen bindet, die pBAD vorgeschaltet sind. 

Dadurch wird der DNA-Strang zu einer Schlaufe geformt, welche die Transkription 

unterdrückt. In Anwesenheit von L-Arabinose erfährt AraC eine Konformationsänderung, 

bindet zwei benachbarte DNA-Erkennungssequenzen und löst damit die Blockierung des 

Promotors auf [65].  
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Eine Anpassung der Expressionsrate kann auch über die Berücksichtigung der codon usage 

von E. coli im Vergleich zu der Sequenz des Zielproteins erfolgen, wobei in diesem Fall von 

einer Hochregulierung zu sprechen ist. Das Vorhandensein von Tripletts, die in E. coli nur 

selten vorkommen und sich somit auch in der Population der korrespondierenden tRNAs 

niederschlägt, kann zum vorzeitigen Abbruch der Translation, zu Verschiebungen im 

Leseraster und zu Mutationen in der Primärstruktur des Zielproteins führen [66]. Solche 

seltenen Tripletts sind unter anderem AGG und AGA (Arginin), CUA (Leucin) oder CCC 

(Prolin). Lösungsansätze sind die de novo Gensynthese mit angepasster codon usage oder die 

Verwendung von gentechnisch veränderten E. coli-Stämmen, die die seltenen tRNAs 

exprimieren. Beispiele hierfür sind E. coli BL21 CodonPlus-RIL (Stratagene) oder BL21 

Rosetta-gami (Merck). 

Ein ähnlicher Fall liegt vor, wenn eine bestimmte Aminosäure besonders häufig in der 

Primärstruktur des rekombinanten Proteins vorgesehen ist, aber relativ betrachtet in 

deutlich geringerem Maße in E. coli vorkommt. Eine Ergänzung der limitierenden 

Aminosäure im Kulturmedium kann den Mangel auszugleichen [66]. 

1.4.2 Bildung von Disulfidbrücken 

Eine große Anzahl von Enzymen beinhaltet Disulfidbrücken, die maßgeblich an der Bildung 

der korrekten Tertiärstruktur und damit ihrer Funktion beteiligt sind. Deswegen ist die 

Ausbildung dieser Verknüpfungen häufig das Nadelöhr in der Produktion von 

rekombinantem Protein in E. coli, da in dessen Cytoplasma reduzierende Bedingungen 

vorliegen [57]. Der Ansatz, funktionales rekombinantes Protein durch die Vereinfachung 

der Disulfidbrückenbildung zu erreichen, schlägt sich in diversen Expressionsstrategien 

nieder. 

Die gängige Taktik ist die Ausschleusung des Zielenzyms in das Periplasma. Die dort 

vorherrschenden oxidierenden Bedingungen begünstigen die Bildung von Cystinbrücken. 

Dafür ist es nötig, das Zielenzym mit einem N-terminalen Exportsignal zu fusionieren. 

Durch die gute Kenntnis der Molekularbiologie von E. coli gibt es zahlreiche Möglichkeiten 

hierfür, wobei zusätzlich gewählt werden kann, ob das Protein ungefaltet oder gefaltet 

transloziert wird [67, 68]. Ein weiterer Vorteil des Exports liegt in der Möglichkeit, die 

Proteine des Periplasmas durch einen osmotischen Schock in das umgebene Medium 

ausschleusen zu können. Damit wird der Zellaufschluss umgangen und die 

Proteinaufreinigung durch die Vermeidung der Kontamination mit cytoplasmatischen 

Proteinen und genomischer DNA erleichtert [69]. Nachteile können die unvollständige 



1  Einleitung 11 

Translokation und die Überlastung der Transportmechanismen sein, wodurch wiederum 

die Bildung von Einschlusskörpern gesteigert wird [68, 70]. 

Bestrebungen, die Bildung von Disulfibrücken auch im Cytoplasma zu forcieren haben zur 

Entdeckung verschiedener mutierter E. coli-Stämme geführt, die keine Glutathion- oder 

Thioreduktaseaktivität besitzen [71, 72]. Diese weisen jedoch häufig auch sehr langsame 

Wachstumsraten auf, womit ein großer Vorteil der heterologen Expression in E. coli 

entfällt. Alternativ ist es möglich, eine Sulfhydryloxidase und Disulfidisomerase zusammen 

mit dem Zielprotein zu exprimieren. Nguyen et al. berichteten 2011, dass die Effektivität der 

de novo Synthese von Disulfidbrücken durch die Oxidase deutlich gesteigert wird. 

Kombiniert mit der Aktivität der Isomerase, die im Verlauf der Faltung vorhandene 

Cystinreste reduziert, um neue Disulfidbrücken in geänderter Konfiguration zu knüpfen, 

soll die Ausbeute an korrekt gefaltetem und verknüpftem rekombinanten Protein deutlich 

gesteigert werden [73]. 

1.4.3 Expression von Fusionsproteinen 

Die Fusion des rekombinanten Zielproteins mit einem Protein, welches sich durch hohe 

Löslichkeit auszeichnet, ist eine weitere Methode, die Bildung von Einschlusskörpern zu 

vermeiden. Populäre Fusionspartner  sind die Glutathion-S-Transferase, Thioredoxin oder 

das Maltose-bindende Protein. Aber auch die Fusion einer Hexahistidinsequenz an N- oder 

C-Terminus des Zielproteins kann Auswirkungen auf die Löslichkeit haben [74, 75]. Weitere 

Vorteile von Fusionsproteinen sind ein erhöhter Schutz vor proteolytischem Abbau und die 

mögliche Anwendung von affinitätsbasierten Aufreinigungsmethoden [60]. Die 

vergleichende Expression von 27 verschiedenen Humanproteinen, jeweils kombiniert mit 

einem von sieben Fusionsproteinen, zeigte, dass der passende Fusionspartner von Protein 

zu Protein unterschiedlich sein kann [74]. Zusätzlich garantiert die Löslichkeit des 

rekombinanten Proteins nicht seine Funktionalität: So wurde zum Beispiel eine humane 

Aspartatpeptidase mit dem Maltose-bindenden Protein als Fusionspartner löslich 

exprimiert, zeigte jedoch keine proteolytische Aktivität [76]. 

1.4.4 Coexpression von Chaperonen 

Chaperone gehören zu den Hitzschockproteinen und katalysieren die Faltung von 

Proteinen zu ihrer korrekten Konformation. Somit können sie bei der Produktion von 

löslichem rekombinanten Protein unterstützend mitwirken. Teilweise führte die 

Coexpression verschiedener Kombinationen von GroEL, GroES, DnaK, DnaJ und dem Trigger 

Faktor auch zum Erfolg, wie unter anderem bei einer Protoporphyrinogen Oxidase aus Mais 
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[77]. Insgesamt hat sich dieser Ansatz jedoch ebenfalls nicht als Universallösung 

herausgestellt [60]. Aktuellere Forschungsarbeiten enthüllen zudem zunehmend nachteilige 

Effekte der Chaperon-Coexpression. Diese äußern sich durch verringertes Wachstum, 

vermehrte Bildung löslicher Aggregate, geringerer Ausbeute oder reduzierter spezifischer 

Aktivität [78]. 

1.4.5 Renaturierung von Einschlusskörpern 

Trotz der zahlreichen verfügbaren Expressionssysteme, die die Produktion von aktivem 

rekombinantem Enzym in E. coli versprechen, enden viele Expressionsversuche mit der 

Bildung von Einschlusskörpern. Die Individualität jedes Zielenzyms, das rekombinant 

exprimiert werden soll, erfordert entsprechend auch eine individuelle Optimierung der 

Expression. Es ist nicht unwahrscheinlich, dass ein Zielenzym mit irgendeinem der 

erhältlichen Expressionssysteme oder einer Veränderung von anderen Parametern löslich 

exprimiert wird. Dieses erfordert jedoch zum einen Zeit und zum anderen Ressourcen, 

sowohl in personeller, als auch materieller Hinsicht und verhindert somit die Ausschöpfung 

aller Optionen. 

Die Bildung von Einschlusskörpern hat nicht nur Nachteile. Häufig machen sie einen hohen 

Anteil des Gesamtzellproteins aus, sind durch ihre Größe und Dichte leicht von anderen 

Zellbestandteilen abzutrennen, neigen zu geringerer Degradierung, auch in Bezug auf 

proteolytischen Abbau und sind in sich relativ homogen, so dass weniger kontaminierende 

Fremdproteine abgetrennt werden müssen [79]. Nachwievor ist aber die Wiederherstellung 

der biologischen Aktivität das Nadelöhr für die Anwendung. Nichtsdestotrotz gibt es auch 

Beispiele für die industrielle Anwendung von rekombinanten Proteinen, welche aus 

Einschlusskörpern reaktiviert wurde, wie zum Beispiel Retavase® Reteplase, ein 

rekombinanter Gewebeplasminogenaktivator, welcher in der akuten 

Myokardinfarkttherapie angewandt wird [80]. 

Für die Gewinnung der Einschlusskörper müssen zunächst die Zellen aufgeschlossen 

werden. Dieses kann mechanisch oder enzymatisch mittels Lysozym/EDTA erfolgen. Der 

Zusatz von Detergenzien unterstützt die Abtrennung von Membranproteinen und 

Zelltrümmern [80]. Die anschließende Solubilisierung erfolgt üblicherweise in 6-8 M eines 

chaotropen Salzes in Gegenwart eines Reduktionsmittels, wie Guanidinium-Hydrochlorid 

oder Harnstoff und DTT [81]. Alternativ kann die Solubilisierung auch im stark alkalischen 

Milieu, durch Detergenzien oder bei hohem Druck erfolgen [54, 82]. 
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Während der anschließenden Renaturierung steht die Ausbildung der nativen 

Konformation in Konkurrenz zu Fehlfaltung und Aggregation. Letztere steigt mit  

Tab. 2: Gängige Methoden in der Renaturierung von rekombinanten Proteinen 

 

wachsender Proteinkonzentration, weshalb Werte im Mikrogrammbereich pro Milliliter 

Renaturierungsansatz eingestellt werden, um intermolekulare Wechselwirkungen auf  

einem niedrigen Niveau zu halten [80]. Eine vorhergehende Aufreinigung des solubilisierten 

Proteins kann sich aus diesem Grund auch als vorteilhaft erweisen [95]. Dabei ermöglichen 

N- oder C-terminale Affinitäts-tags eine selektive Trennung [75, 96]. Es bietet sich auch an, 

die Aufreinigung und Renaturierung in einem Schritt durchzuführen [95]. Gängige 

Methoden der Renaturierung sind in Tab. 2 aufgeführt. Diese können durch die 

Veränderung der Temperatur [97], die Applikation von hohen Drücken (3-5 kbar) [82] oder 

den Zusatz von „Renaturierungshelfern“ variiert werden. Zu letzteren gehören zum 

Beispiel L-Arginin und Glycerol oder Detergenzien, die die Aggregation durch Micellbildung 

verhindern [80, 98]. Der Zusatz von Cyclodextrinen im hohen Überschuss zu einem solchen 

Micellsystem kann das solubilisierte Protein sukzessive vom Detergenz befreien und so die 

Methode Durchführung Vorteile Nachteile  

Verdünnung 
[83-87] 

Schnelle Verdünnung des 
Solubilisats mit 
Renaturierungspuffer. 
Alternativ langsame Zugabe 
des Solubilisats zum 
Renaturierungspuffer. 

‐ einfach 
‐ gleichzeitige 

Verdünnung von 
Protein und 
denaturierendem 
Reagenz 

‐ Aufkonzentrierung 
aufwändig und 
kostenintensiv 

‐ im großen Maßstab 
sehr ressourcen-
intensiv 

Dialyse 
Diafiltration 
[88-90] 

Denaturierendes Reagenz 
diffundiert durch Membran, 
während das Protein 
zurückgehalten wird. 

‐ einfach 
‐ langsame Entfernung 

des denaturierenden 
Reagenz kann 
erfolgreicher sein 

‐ Langsamkeit des 
Prozesses kann 
Aggregation 
begünstigen 

‐ Membranadsorption 

Chromatografische 
Methoden 
[86, 91-94] 

Umpufferung während SEC, 
IEX, HIC oder Affinitäts-
Chromatografie 

‐ Aufreinigung und 
renaturierung in 
einem Schritt 

‐ konzentrierter Einsatz 
von Protein 

‐ kontinuierliche 
Anpassung der 
Konditionen (z.B. pH, 
Zusatz von künstlichen 
Chaperonen) 

‐ Abtrennung und 
Wiederverwertung von 
Aggregaten 

‐ kleine Probengrößen 
‐ lange Laufzeit 
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Faltung initiieren, weshalb sie künstliche Chaperone genannt werden [99]. Unlängst wurde 

dieses Prinzip mit der Nickel-Affinitätschromatografie kombiniert [94]. Auch der Einsatz 

von natürlichen Chaperonen ist möglich, jedoch limitiert durch die stöchiometrischen 

Mengen, die benötigt werden [100]. Zur Einstellung eines Redox-Systems für die Auflösung 

und Knüpfung von Disulfidbrücken wird unter anderem das Redoxpaar GSH/GSSG 

verwendet, welches im alkalischen Milieu schnell zwischen seinen Oxidationsstufen 

wechselt. Für Proteine, die in diesem pH-Bereich nicht stabil sind, stellen aromatische 

Thiole mit niedrigeren pKs-Werten eine Alternative dar [101, 102]. 

1.4.6 Heterologe Expression in anderen mikrobiellen Wirten 

Neben E. coli sind unter den Prokaryoten die Bacillus-Stämme die beliebtesten 

Expressionswirte. Sie haben den Vorteil, das Zielprotein mit hoher Effizienz ins 

Kulturmedium ausschleusen zu können. Außerdem fehlt ihnen als gram-positive Bakterien 

die äußere Lipopolysaccharid-haltige Membran, womit eine Entfernung dieser pyrogenen 

Substanzen entfällt [57].  

Eukaryotische Expressionssysteme haben den entscheidenden Vorteil, das rekombinante 

Enzym nicht nur produzieren, sondern auch glykosylieren zu können. Diese 

posttranslationale Modifikation erweist sich zwar in vielen Fällen als nicht essentiell für die 

Funktionalität, kann aber entscheidend sein für die korrekte Faltung und Stabilität [103, 

104].  

Unter den eukaryotischen Expressionssystemen finden Hefen und Schimmelpilze die 

breiteste Anwendung. Saccharomyces cerevisiae, Pichia pastoris, Klyveromyces lactis, Aspergillus 

oryzae oder niger werden auch im industriellen Maßstab für die heterologe Produktion 

eingesetzt [53, 105]. 

Auch Basidiomyceten, wie zum Beispiel Coprinus cinereus, wurden inzwischen als Wirt für 

die rekombinante Produktion von Enzymen verwendet [106-111]. Die Etablierung steht 

jedoch noch am Anfang und stellt bisher noch keine echte Alternative zu den anderen 

Systemen dar. 

1.5 Heterologe Expression von Enzymen aus Basidiomyceten 

1.5.1 Expression in E. coli 

Es gibt bisher nur wenige publizierte Beispiele für die erfolgreiche heterologe Expression 

von Enzymen aus Basidiomyceten in E. coli, darunter hauptsächlich Oxidoreduktasen [59, 
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112-115], aber auch Hydrolasen, wie beispielsweise eine Subtilase aus Grifola frondosa [36], 

ein Vertreter aus der Familie der Gykosidhydrolasen [58] und eine Endocellulase [116]. 

Der Umfang der zur Verfügung stehenden Expressionsvektoren und -stämme macht es 

immer häufiger möglich, die Bildung von Einschlusskörpern zu umgehen und lösliches, 

aktives Protein zu exprimieren, so auch bei basidiomycetischen Enzymen. Teilweise war 

eine Optimierung der Kulturbedingungen nötig, wie im Fall einer Pyranose 2-Oxidase, bei 

der die Senkung der Inkubationstemperatur von 37 °C auf 25 °C nach der Induktion mit 

Lactose zum Erfolg führte [59]. Bei Nakamura et al. und Ichinose et al. gab jeweils die 

Verwendung des BL21(DE3)pLysS-Stamms den Ausschlag [112, 114]. In anderen Fällen zeigte 

der Austausch des Expressionsvektors Wirkung: Während die Lipase aus Pleurotus sapidus 

mit einem pET-Vektorsystem (Invitrogen) in Form von Einschlusskörpern akkumulierte 

[117], wurde sie unter Kontrolle des araBAD-Promotors produziert und durch das im pBAD-

System (Invitrogen) enthaltene GenIII-Exportsignal des fd-Phagen in das Periplasma 

transportiert [118]. Die dort vorliegenden oxidierenden Bedingungen ermöglichten die 

Ausbildung der in der Lipase vorkommenden Disulfidbrücken. 

Es gelang jedoch auch, die Lipase in vitro aus den Einschlusskörpern zu renaturieren. Nach 

der Solubilisierung mit 8 M Harnstoff und 10 mM DTT wurde das Solubilisat 1:10 verdünnt 

und 10 Tage bei 4 °C, pH 8 und in der Anwesenheit von 10 mM CaCl2 inkubiert. Die so 

renaturierte Lipase zeigte Aktivität gegenüber Xantophyllestern und para-

Nitrophenylpalmitat [117]. 

Zwei Peroxidasen aus Trametes cervina [113] beziehungsweise Marasmius scorodonius [115] 

wurden ebenfalls erfolgreich renaturiert. Der in beiden Enzymen enthaltene Cofaktor Häm 

wurde durch den Zusatz von Hämin zum Renaturierungsprozess supplementiert, außerdem 

wurde ein GSSG/GSH-Redoxsystem verwendet. In beiden Fällen wirkte sich Harnstoff in 

Konzentrationen von 0,4 M beziehungsweise 2 M als „Renaturierungshelfer“ positiv aus; 

offensichtlich verhinderte der Zusatz Aggregation während des Renaturierungsprozesses. 

Auch wenn es noch vergleichsweise wenig Beispiele für die Produktion von 

basidiomycetischen Enzymen in E. coli gibt, zeigen die veröffentlichten Beispiele, dass es 

möglich ist, rekombinantes aktives Protein direkt zu exprimieren, oder aber dieses aus 

Einschlusskörpern zu renaturieren. 
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1.5.2 Expression in anderen Wirten 

Das zunehmende Interesse an der biotechnologischen Nutzung von Enzymen aus 

Basidiomyceten hat auch zur heterologen Expression der technisch interessanten Enzyme 

in anderen Wirten als E. coli geführt. Hierzu werden die eukaryotischen Systeme häufiger 

angewandt als die prokaryotischen Alternativen zu E. coli. So ist das immunmodulierende 

Protein LZ-8 aus Ganoderma lucidium, welches nach Anpassung der codon usage erfolgreich in 

Bacillus subtilis exprimiert wurde, eines der wenigen Beispiele für die Anwendung des 

Bacillus Expressionssystems [119].  

Angesichts der engen verwandschaftlichen Beziehungen zwischen Basidiomyceten, 

Ascomyceten und Hefen ist es jedoch wenig verwunderlich, warum diese Systeme 

ausgewählt werden, wenn die Expression nicht in E. coli durchgeführt werden soll. Ein 

Beispiel für die industrielle Produktion ist Maxi Bright™, eine versatile Peroxidase des 

Anbieters DSM, die mit Aspergillus oryzae produziert wird. Dieses Carotinoid-degradierende 

Enzym aus dem Basidiomyceten Marasmius scorodonius, welches für die Bleichung von Molke 

eingesetzt wird,  wurde im Institut für Lebensmittelchemie isoliert und charakterisiert 

[120]. Auch andere Peroxidasen aus den Basidiomyceten Phanerochaete chrysosprium, 

Dichomitus squalens, Pleurotus eryngii, Phlebia radiata und Coprinus cinereus   konnten 

erfolgreich in Aspergillus produziert werden [121]. 

Laccasen gilt durch ihre Fähigkeit, phenolische Verbindungen zu oxidieren ebenfalls großes 

Interesse aus biotechnologischer Sicht, da sich Anwendungen in der biologischen Sanierung 

von Abfällen und in der Papier- und Textilindustrie ergeben [122]. Folglich wurden schon 

verschiedene Laccasen, unter anderem aus verschiedenen Trametes Spezies, Coprinus 

cinereus, Pleurotus ostreatus und Pleurotus eryngii heterolog in Penicillium canescens, diversen 

Aspergillus Spezies und Hefen wie Kluyveromyces lactis und Pichia pastoris exprimiert [123-

129]. 

Eine weitere biotechnologisch interessante Gruppe von Enzymen stellen die Cellulasen dar, 

die zum Beispiel in Waschmitteln eingesetzt werden, um Cellulosefasern zu glätten, 

wodurch Anschmutzungen leichter entfernt und Farbtrübungen vermindert werden [130].  

Wie bereits beschrieben, ist es gelungen, eine aktive Endocellulase aus Polyporus arcularius in 

E. coli zu produzieren [116]. Ein Beispiel für die Expression in einem anderen Wirt ist die 

Cellobiohydrolase aus Corticium rolfsii, welche in Aspergillus oryzae produziert wurde [131]. 

Im Zusammenhang mit Cellulasen sind Expansine eine weitere interessante Proteingruppe. 

Expansine beziehungsweise Expansin-artige Proteine sind am Streckungswachstum von 
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Pflanzen und Pilzen beteiligt, indem sie Wasserstoffbrücken aufbrechen. Dadurch werden 

Cellulosemikrofibrillen aufgelockert und somit für  Cellulasen zugänglicher. Ein in 

Saccharomyces cerevisiae produziertes Expansin-artiges Protein aus Bjerkandera adusta 

verbesserte den Abbau von Baumwoll- oder Agave tequilana-Fasern durch Cellulasen 

deutlich. Dieser Effekt soll in der Gewinnung von fermentierbaren Zuckern aus 

Lignocellulose Anwendung finden [132]. 

1.6 Zielsetzung 

Mit dieser Arbeit sollten Hydrolasen aus Pleurotus ostreatus und Flammulina velutipes isoliert, 

molekularbiologisch charakterisiert und heterolog in E. coli exprimiert werden. Die Enzyme 

aus Flammulina velutipes sind insbesondere zur Hydrolyse von Weizengluten für die 

Herstellung von Würzmitteln geeignet. Dabei sollte geklärt werden, ob sich die 

identifizierten Hydrolasen für den großtechnischen Einsatz eignen. Von besonderer 

Wichtigkeit ist hierbei ein breiter Wirkungsbereich, sowohl in Bezug auf pH und 

Temperatur, als auch bei hohen Salzkonzentrationen, wie sie in der Würzmittelherstellung 

vorkommen können. Des Weiteren sollte ermittelt werden, ob es möglich ist, die Enzyme 

rekombinant und löslich in E. coli zu exprimieren. Alternativ sollte ein 

Renaturierungsprotokoll entwickelt werden. 
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2 The first characterized asparaginase from a 

basidiomycete, Flammulina velutipes 

Reprinted from Bioresource Technology 2011; 102: 3316-3321 with permission of Elsevier 

2.1 Abstract 

Flammulina velutipes enjoys high popularity as an edible mushroom in Asian cuisines. 

Investigating the secretion of peptidases in nutrient media enriched with gluten, an enzyme 

was noticed that catalyzed the deamidation of L-asparagine and L-glutamine. The enzyme 

was purified to electrophoretic homogeneity by foaming and SEC. PAGE analysis revealed a 

protein of about 85 kDa with 13 kDa subunits indicating a hexameric protein. Degenerated 

primers were deduced from peptide fragments and the complete coding sequence of 372 bp 

was determined. The gene of Flammulina velutipes asparaginase (FvNase) over expressed in E. 

coli achieved an L-asparagine -hydrolyzing activity of 16 U/mL in crude extract, which was 5 

times higher than its L-glutamine-hydrolyzing ability. The enzyme showed a pH-optimum 

at pH 7, remarkable tolerance towards elevated temperature and sodium chloride 

concentration in both the native and recombinant form, and no significant homology to any 

conserved domains of published asparaginases or glutaminases. 

 

Keywords: Asparaginase; basidiomycete; Flammulina velutipes; heterologous expression; E. 

coli 

 

2.2 Introduction 

Asparaginases and glutaminases occur abundantly in nature from prokaryotic 

microorganisms to vertebrates [16, 41, 44, 45, 133, 134]. Escherichia coli and Erwinia 

chrysanthemi asparaginases have been used successfully in the treatment of leukemia for the 

last 40 years [135, 136]. Fungal asparaginases were reported from molds like Aspergillus niger 

or Aspergillus oryzae and patented for industrial use [137, 138]. Microbial glutaminases have 

been identified in Stenotrophomas maltophilia [139], Pseudomonas aeruginosa [140] and 
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Micrococcus luteus [141]. None of these enzymes has been described from a basidiomycete 

fungus so far. 

Because of the similarity of the catalyzed reactions, the deamidation of free L-asparagine or 

L-glutamine, the differentiation between asparaginases (EC 3.5.1.1) and glutaminases (EC 

3.5.1.2) becomes blurred. So called glutaminase-asparaginases (EC 3.5.1.38) hydrolyze L-

glutamine and L-asparagine with similar efficiency. It is not possible to distinguish between 

the three classes other than by determining their hydrolytic specificity [16].  

L-Glutamate is well known as a prominent flavor enhancing amino acid and imparts a 

savory taste (“umami”). Therefore it does not come as a surprise that glutaminases are 

researched as a catalyst for the production of fermented condiments such as Japanese soy 

sauce [46, 139]. 

Asparaginases were introduced in food technology after Swedish studies revealed the 

ubiquitous occurrence of acrylamide in commonly consumed starch-based foods that were 

baked, roasted or fried [142]. Free asparagine was found to be the main source for 

acrylamide into which it is converted in the presence of reducing carbohydrates at 

temperatures above 120 °C [18, 19]. 

The ability of asparaginases to selectively hydrolyze asparagine to aspartate and ammonia 

promises to be a potential way to reduce the amount of free asparagine in the starting 

materials of food production, thus reducing the imminent risk of generating this potentially 

carcinogenic and neurotoxic compound [143]. In fact, treatment of raw products with 

asparaginase before thermal treatment resulted in a 96-99% drop of acrylamide formation 

[23, 144, 145]. The objectives of the present study were to biochemically characterize the 

novel asparaginase and to gather data for the assessment of its potential as a technical 

enzyme in food processing. 

2.3 Materials and Methods 

2.3.1 Cultivation of F. velutipes  

All media and equipment were autoclaved prior to use and standard sterile techniques were 

applied throughout the procedure. F. velutipes was maintained on standard agar plates (30.0 

g /L glucose-monohydrate; 4.5 g/L asparagine-monohydrate; 1.5 g/L KH2PO4; 0.5 g/L MgSO4; 

3.0 g/L yeast extract; 15.0 g/L agar agar; 1.0 mL/L trace metal solution containing 0.005 g/L 

CuSO4*5 H2O, 0,08 g/L FeCl3*6 H2O, 0.09 g/L ZnSO4*7 H2O, 0.03 g/L MnSO4*H2O and 0.4 g/L 

EDTA). The pH of the medium was adjusted to pH 6 with 1 M NaOH prior to sterilisation. 
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Pre-cultures were prepared by homogenisation of a 10x10 mm agar plug with mycelium of 

F. velutipes in 100 mL of sterile standard nutrition solution using an Ultra Turrax (Miccra 

D‐9, Art, Müllheim, Germany). Submerged cultures were maintained at 24 °C and 150 rpm. 

After cultivation for 5 days, 50 mL pre-culture were transferred into 250 mL main culture 

medium consisting of minimal medium (1.5 g/L KH2PO4; 0.5 g/L MgSO4; 1.0 mL/L trace metal 

solution) and 40 g/L gluten or 10 mM glutamine, respectively. 

2.3.2 Enzyme preparation from F. velutipes 

After 18 days of cultivation, the culture was filtrated and the extracellular enzyme-

containing supernatant (200 mL) was foamed in a 100 cm glass column with a diameter of 

3.4 cm after adjusting the pH to 8.0 with NaOH and adding 2 mM CTAB. The N2 velocity was 

adjusted to 40 mL/min [146]. The retentate was concentrated using ultra-filtration with a 

MWCO of 10,000 kDa (Millipore, Bedford, MA) and separated via size exclusion 

chromatography on a Superose 6 column with 200 mM Tris/HCl pH 7.5. 

2.3.3 cDNA-synthesis 

RNA was prepared from 500 mg mycelium stored in RNALater® (Invitrogen) using the 

NucleoSpin® RNA Plant Kit (Macherey-Nagel, Düren, Germany). 5 μg total RNA were mixed 

with 25 pmol 3’PCR (ATTCTAGAGGCCGAGGCGGCCGACATG 30*T VN) and filled up to 11 μL 

with DEPC-treated H2O. The mixture was incubated at 70 °C for 5 min and then chilled on ice 

for 2 min. 4 μL 5x reaction buffer, 2 μL dNTP mix (10 mM ea.), 0.5 μL RiboLockTM and 20 pmol 

SMART IIA (AAGCAGTGGTATCAACGCAGAGTACGCGGG) were added, mixed and incubated at 

37 °C for 5 min. After the addition of 200 U RevertAidTM H Minus M-MuLV Reverse 

Transcriptase the mixture was incubated at 42 °C for 60 min. Termination was carried out 

by heating at 70 °C for 5 min.  

Second strand synthesis was carried out by mixing 2.5 μL 10x Long PCR buffer,  2 μL dNTP 

mix (2.5 mM ea.), 25 pmol 5’PCR (AAGCAGTGGTATCAACGCAGAGT), 25 pmol 3’PCR, 1 μL 

DMSO, 1 U Long PCR Enzyme Mix, 3 μL ss cDNA and ddH2O to 25 μL.  

The reaction mixture was incubated at 94 °C for 5 min, followed by 30 cycles at 94 °C for 20 s 

and 68 °C for 6 min, final elongation was carried out at 68 °C for 20 min. 

Enzymes and reagents were purchased from Fermentas, St. Leon-Rot, Germany; 

oligonucleotides were synthesized by Eurofins MWG Operon, Ebersberg, Germany. 
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2.3.4 Sequence fishing 

Degenerated primers FvNaseP3_fw (GGYAAYTTCTGCGCBGAYCC) and FvNaseP2_rev 

(CCRGGGCAVGCVACCCAVGC) were deduced from peptide sequences identified by ESI-

MS/MS. Wobbled bases were translated as follows: B=G,T,C; R=A,G; V=G,A,C; Y=C,T. PCRs 

were performed by mixing 2.5 μL 10x TrueStartTM Taq-buffer, 2 μL dNTP mix (2.5 mM ea.), 2 

μL 25 mM MgCl2, 25 pmol forward primer, 25 pmol reverse primer, 0,8 μL DMSO, 0,625 U 

TrueStartTM Taq DNA Polymerase, 1 μL ds cDNA and ddH2O to 25 μL.  

Touchdown PCR [147] was performed by incubating the reaction mixture at 95 °C for 5 min, 

then for 12 cycles at 95 °C for 30 s, (72 °C - 1 °C/cycle) for 60 s and 72 °C for 90 s. Another 25 

cycles were carried out at 60 °C annealing temperature. Final elongation was performed at 

72 °C for 20 min. 

PCRs were analyzed by agarose gel electrophoresis (1% agarose (Serva, Heidelberg, 

Germany) cooked in TAE-buffer (40 mM Tris, 20 mM acetic acid, 1 mM EDTA pH 8). For 

detection of DNA 0.05 ‰ SYBRSafeTM (Invitrogen) was added to the solution after it cooled 

down to about 50 °C. 

DNA extraction from agarose gels was carried out with the NucleoSpin Extract II Kit 

(Macherey-Nagel). 

DNA fragments were ligated into the pCR2.1® TA-Vector (Invitrogen) by mixing 1 μL vector, 

1 μL 10x T4 DNA Ligase-buffer, 5 U T4 DNA Ligase, 0.5 μL 5 mM ATP and 6.5 μL Insert-DNA. 

The reaction mixture was incubated at 25 °C for two hours.  

For transformation 5 μL ligation reaction were added to 50 μL chemically competent E. coli 

TOP10 (Invitrogen), incubated on ice for 20 min, heat shocked at 42 °C for 45 s and 

transferred back on ice. 500 μL of SOC medium (Invitrogen) were added immediately. The 

cells were shaken at 200 rpm and 37 °C for 60 min and then plated on LB-agar containing 

50 μg/mL ampicillin and 20 μg/mL X-Gal (Roth). Inoculated plates were incubated at 37 °C 

overnight. 

Selection of positive clones was performed by colony PCR.  The reaction mixture was 

composed as stated above but primers M13 uni (-21) (TGTAAAACGACGGCCAGT) and M13 rev 

(-29) (CAGGAAACAGCTATGACC) were used. Template was added by resuspending white 

colony material in the reaction mixture. The reaction mixture was incubated at 95 °C for 5 

min, followed by 40 cycles at 95 °C for 30 s, 55 °C for 1 min and 72 °C for 1 min/kb. Final 

elongation was performed at 72 °C for 20 min. 
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Plasmid DNA was isolated with the NucleoSpin Plasmid DNA Kit (Macherey-Nagel). 

Sequencing was performed by Eurofins MWG Operon (Ebersberg, Germany). 

In order to complete the sequence, specific primers FvNaseP7_rev 

(GCAATTTCTGCGCTGACC) and FvNaseP8_fw (GAACCAAGGCGCTACCAAG) were derived from 

identified FvNase DNA fragments and paired with primers 5’PCR or 3’PCR, respectively. 

PCRs were carried out as stated above with an annealing temperature of 55 °C and an 

elongation step of 1 min at 72 °C. 

Amplification of the complete FvNase sequence was achieved with primers FvNase_5’ 

(ATGAAATCTTTTGCCCTCTTCG) and FvNase_3’ (TCAAGCAAAGTGATGAAGG) at an annealing 

temperature of 55 °C and an elongation step of 1 min at 72 °C. 

To verify the sequence, genomic DNA was prepared from mycelium by using the Genomic 

DNA Purification Kit (Fermentas). The complete FvNase sequence was amplified, cloned and 

sequenced. 

2.3.5 Analysis of DNA and amino acid sequence 

Identification of an N-terminal signal sequence was carried out by analysis with Signal P 3.0 

[148]. Sequence homology was investigated through a GenBank data base search using 

BLAST [149]. 

2.3.6 Heterologous expression in E. coli 

For cloning of FvNase, the 0.4 kb gene fragment was amplified from the plasmid DNA by PCR 

with flanking restriction sites EcoRI and BamHI using TITANIUM Taq-polymerase (Clontech 

Laboratories, Palo Alto, CA, USA) and the primers FvNase_Eco47III (ATA 

AGCGCTATGAAATCTTTTGCCCTC) and FvNase_AatII (ATAGACGTCTCAAGCAAAG TCGATGAA) 

(Metabion International AG, Germany). The gene cassette was temporarily ligated into 

cloning vector pGEM-T (Promega, Germany), digested and subcloned into X-Zyme’s pCTP2 

expression vector to yield the expression construct pCTP2-FvNase. In order to confirm the 

fidelity of the nucleotide sequence of asparaginase gene inserted in pCTP2 expression 

plasmid sequencing was performed by Sequiserve (Vaterstetten, Germany).  For 

intracellular enzyme production E.coli BL21(DE3) (Novagen, Madison, WI, USA) transformed 

with pCTP2-FvNase was grown in LB- medium + 50μg/mL kanamycin at 30°C to an OD580 nm of 

0.7, induced with 0.5 mM IPTG and further cultured overnight. For the production of a 

negative control, E. coli BL 21(DE3) was transformed with pCTP2-vector and grown as 

described above. The biomass was harvested by centrifugation and resuspended in 0.1 M 
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potassium phosphate buffer pH 7.5. By means of sonication (3x 3 min) the cells were 

disrupted and separated from cell debris by centrifugation. Extract concentrations were 

equalized by adjusting to the same OD280 nm. 

2.3.7 Activity test 

10 mM L-glutamine or L-asparagine, respectively, in 0.1 M potassium phosphate pH 7.0 were 

preheated to 37 °C. The assay was started by addition of 50 μL native or 10 μL recombinant 

enzyme in a total reaction volume of 150 μL and stopped after 10-20 min by addition of 20 

μL 3% TCA or by heating at 95 °C for 20 min. Blinds were carried out without amino acids 

and the raw extract of the negative control. Formation of product was followed using HPLC. 

One unit of enzyme activity was calculated as the amount of enzyme required to produce 1 

μM glutamic acid or aspartic acid, respectively, at 37 °C per minute. The protein 

concentration in the hydrolysis supernatant was estimated according to the Lowry-method 

using bovine serum albumin as a standard. 

HPLC was performed using a C18 Nucleodur Pyramid, 5 μm, 4 mm ID column, methanol as 

eluent A, 0.1 M sodium acetate plus 0.044% triethylamine (pH adjusted to 6.5 with HCl) as 

the eluent B, o-phthaldialdehyde as the derivatisation reagent, and a fluorescence detector. 

2.3.8 Temperature and pH optima 

The determination of the temperature and pH optima of FvNase was performed with 

enzyme solutions harvested during the cultivation, or raw extract of the heterologous 

expression. The pH optimum was examined in the range of 4 to 9 (0.1 M sodium acetate pH 

4, 5; 0.1 M potassium phosphate pH 6, 7, 8; 0.1 M sodium carbonate pH 9) at 37 °C, the 

optimal temperature determination ranged from 20 to 70 °C at optimal pH.  

2.3.9 Temperature and pH stability 

To determine the pH stability 10 μL of the recombinant enzyme were incubated for 16 h at 

37 °C in 40 μL of the respective buffer as in 2.3.8. 100 μL of 10 mM glutamine in 0.1 M 

potassium phosphate (pH 7) were added and the reaction was incubated for 20 min at 37 °C. 

Blanks were prepared without substrate. The reaction was stopped at 95 °C for 10 min. The 

generated glutamic acid was calculated after HPLC analysis as described in 2.3.7. For 

analysis of temperature stability 10 μL of the recombinant enzyme were incubated for 1 h at 

the respective cent degrees in 40 μL of 0.1 M potassium phosphate buffer (pH 7). 

Afterwards, 100 μL of 10 mM glutamine in 0.1 M potassium phosphate (pH 7) were added 

and the assay mixture was incubated for 20 min at 37 °C. Blanks were prepared without 
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substrate. The reaction was stopped at 95 °C for 10 min. The generated glutamic acid was 

calculated after HPLC analysis as described in 2.3.7. 

2.3.10 ESI-Tandem MS analysis of tryptic peptides 

The peptidase bands were excised from SDS polyacrylamide gels, dried, and digested with 

trypsin. The resulting peptides were extracted and purified according to standard 

protocols. A Qtof II mass spectrometer (Micromass, U.K) equipped with a nanospray ion 

source and gold-coated capillaries was used for electrospray ionisation (ESI) MS of peptides. 

For collision-induced dissociation experiments, multiple charged parent ions were 

selectively transmitted from the quadrupole mass analyser into the collision cell (25-30 eV). 

The resulting daughter ions were separated by an orthogonal time-of-flight mass analyser. 

Peptide mass fingerprints obtained from ESI-Tandem MS analysis were used for cross-

species protein identification in public protein primary sequence databases. 

2.3.11 Native and denaturing SDS-PAGE 

SDS-PAGE analyses were performed on a 12% polyacrylamide separation gel [150]. Samples 

were prepared by mixing 20 μL of enzyme solution and 20 μL of loading buffer [0.1 M 

Tris/HCl (pH 6.8), 0.2 M DTT, 4% SDS, 20% glycerol, 0.2% bromophenol blue] and boiling for 

15 min. After electrophoresis at 20 mA per gel, the gels were stained with silver or 

Coomassie Brilliant Blue. For molecular determinations, marker proteins from 250 to 10 kDa 

(BioRad, Germany) were used. 

Native PAGE was performed under non-denaturing conditions. Samples were prepared by 

mixing 1:1 (v/v) with loading buffer [0.05 M Tris/HCL (pH 6.8), 2% SDS, 10% glycerol, 0.1% 

bromophenol blue]. After electrophoresis at 10 mA per gel and at 8 °C, gels were washed 

twice in 2.5% Triton X-100 for 20 min each. The glutaminase-staining solution contained 15 

mM L-glutamine, 0.5 g/mL bovine liver glutamate dehydrogenase, 0.1 M potassium 

phosphate pH 7, 2 mg/mL NAD, 0.04 mg/mL phenazine methosulfate, and 2 mg/mL 

nitroblue tetrazolium. Enzyme activity appeared after incubation at 37 °C as violet bands. 

Glycosylated proteins were detected with thymol and sulfuric acid according to [151]. 

2.3.12 Isoelectric focusing 

IEF polyacrylamide gel electrophoresis was performed on a Multiphor II system (Pharmacia 

LKB, Sweden) using Servalyt™ Precotes™ precast gels with an immobilised pH gradient from 

3 to 10 (Serva, Germany) for 3500 V h (2000 V, 6 mA, 12 W). The determination of isoelectric 
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points was based on a protein test mixture from pI 3.5 to 10.7 (Serva, Germany). Gels were 

Coomassie or activity stained as described in 2.3.11. 

2.4 Results and Discussion 

2.4.1 Effect of nitrogen source on FvNase production 

L-Glutamine and gluten, a glutamine 

rich substrate, were used in 

submerged cultivation of F. velutipes 

(DSMZ 1658) to induce FvNase 

production. A pronounced rise in 

extracellular FvNAse-activity 

compared to not inducing SNL-

medium was detected from day 11 on 

in gluten cultures and from day 12 in 

glutamine cultures, respectively (Abb. 

5). Therefore, gluten as well as 

glutamine induced the expression of 

FvNase in submerged culture and 

resulted in a similar pattern of secreted glutaminase activity. The fairly low cost and wide 

availability of gluten, a side product of starch processing, renders it an attractive resource 

for the cultivation of F. velutipes and production of FvNase. The more rugged course of the 

activity curve may have resulted from the protein bound state of glutamine in the gluten 

induced cultures. The glutamine induced cultures showed stable FvNase-activity after 14 

days. 

2.4.2 Purification of FvNase 

FvNase proved to be a protein that was purified easily in a simple two step process. During 

the first step, foaming with CTAB removed essentially all proteins below 75 kDa with a 30% 

loss of activity. The remnants were separated by SEC resulting in electrophoretic purity of 

FvNase and a recovery rate of 90%. PAGE analysis and activity staining revealed a protein of 

about 85 kDa with 13 kDa subunits indicating that FvNase is a hexameric protein (Abb. 6). 

The isoelectric point was 5.3 (result not shown). 

Abb. 5: Development of extracellular activity in submerged 
cultures grown on gluten (open squares) or glutamine 
(filled squares) compared to not inducing SNL-medium 
(open circles). 
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2.4.3 Sequence and heterologous expression of FvNase 

Degenerated primers FvNaseP3_fw and FvNaseP2_rev successfully amplified a 191 bp 

product whose deduced amino acid sequence contained the partial sequences of peptides P3 

and P2 and the full sequence of peptide P4. The combination of primers 5’PCR with 

FvNaseP8_rev and FvNaseP7_fw with 3’PCR, respectively, resulted in the amplification of 

the missing sequence fragments. The length of the complete coding sequence of FvNase was 

372 bp and was confirmed by amplification of the genomic sequence which contained two 

introns from position 146 to 198 and 366 to 417 at a total sequence length of 477 bp. The 

complete sequence can be found under the accession number FR696374. A hypothetical 19 

aa signal sequence was identified at the N-terminus of the deduced 123 aa amino acid 

sequence (Abb. 7). The molecular weight of the primary sequence without the signal 

sequence amounts to 10.9 kDa, suggesting that FvNase is glycosylated. This assumption 

could be confirmed by detection with thymol and sulfuric acid [151]. 

Abb. 6: Purification of FvNase by foaming and 
SEC of the retentate. S: Molecular weight 
marker. A: Supernatant of L-glutamine-
induced culture. B: Retentate after foaming of 
culture supernatant. C-F: Denatured samples 
of SEC-fractions. Lanes E and F show subunits 
of FvNase. G-H: Not denatured samples of 
pooled and concentrated SEC-fractions. Lane 
H shows FvNase at 85 kDa. 
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Abb. 7: The complete nucleotide sequence (top) and deduced amino acid sequence (bottom) of 
FvNase. The hypothetical 19 aa signal sequence is boxed. Peptide sequences identified by ESI-
MS/MS-analysis are underlined and appear in the order FvNaseP1, FvNaseP3, FvNaseP4, FvNaseP2.
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Comparison of the FvNase to published asparaginases or glutaminases revealed no 

significant homology to any conserved domains of these enzyme classes (results not 

shown). The lack of significant homology to other amidases indicates that FvNase is a novel 

enzyme in this class. BLAST researches never resulted in a maximum score higher than 40 

and E-values below 0.5. Usually, a maximum score in the three digit range and E-values 

below 10-5 are required to consider a BLAST research result as reliable. Additionally, unlike 

other asparaginases, FvNase does not carry typical sequence motives such as NCSGKH 

which is highly conserved in the asparaginase II super-family [152]. The subunits are of an 

unusually small size as well. While microbial glutaminase-asparaginase monomers typically 

have a molecular weight between 25 and 65 kDa [16], FvNase showed 13 kDa only. The size 

of native FvNase suggested the presence of a hexameric protein which again is unusual for 

asparaginases which typically form dimers or tetramers [152]. Since neither SDS nor CTAB 

but only heating in the presence of DTT caused a separation into the subunits, the existence 

of disulfide bridges between the monomers can be assumed.  

Recombinant FvNase was successfully over expressed in E.coli. By application of optimized 

fermentation parameters (LB medium; 190 rpm agitation; 0.5 mM IPTG at OD580nm = 0.7; 30°C 

expression temperature) L-glutamine-hydrolyzing activities of up to 3 U/mL ± 0.01 in crude 

extract could be achieved. Additional Fe3+, Mn2+, Na+ and Co2+ ions exhibited no positive 

influence.  

Even though wild type FvNase had a size of 85 kDa, the hydrolytic activity was still present 

in the recombinant protein which yielded 39 kDa thus indicating a trimer. This suggests 

that the active site is either formed by one trimer or lies in each monomer. Due to the lack 

of homology to other hydrolases it is not possible to predict the active site without further 

experiments. So even in this post-genome age, it would not have been possible to deduce 

the function of this enzyme based on similarity alone. 

2.4.4 Determination of enzyme class 

At first, FvNase was believed to be a glutaminase. Adding L-asparagine to the experimental 

procedures revealed that this substrate was processed 3.2 times faster than L-glutamine. 

This was confirmed by the recombinant enzyme which yielded a factor of 5.3 in favor of L-

asparagine. Based on the definition of [16], this allowed the classification of FvNase as an 

asparaginase.  
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2.4.5 Effect of pH and temperature 

Like other asparaginases and glutaminases, FvNase shows a remarkable pH- and 

temperature-stability. The pH-Optimum of FvNase for hydrolyzing L-glutamine was 

determined at pH 7 in both the native and recombinant enzyme. Both showed high stability 

over the broad range of pH 3 to 9 where they retained at least 85% of their maximum 

activity after 16 hours at the respective pH-value (Abb. 8). Despite the narrow pH-optimum 

at 7-8, this makes FvNase more stable than a glutaminase from Stenotrophomonas maltophilia 

NYW-81 [139]. Native FvNase showed a temperature optimum at 40 °C. Recombinant FvNase 

hydrolyzed L-glutamine and L-

asparagine with optima at 30 °C and 

40 °C, respectively. Both wild type 

and recombinant enzyme were able 

to hydrolyze their substrates at 

temperatures up to 70 °C (Abb. 9). 

After one hour at 60 °C, native and 

recombinant FvNase displayed 39% 

and 45% residual activity, compared 

to their respective values at 37 °C 

(results not shown), which proves 

not only the remarkable stability of 

FvNase but also turns it into an 

interesting enzyme for 

Abb. 8: Effect of pH on a) activity and b) stability of native (filled squares) and recombinant (open squares) FvNase. 
Relative activity is expressed as a percentage of the respective highest activity. 

Abb. 9: Effect of temperature on L-glutamine-hydrolyzing 
activity of native (filled squares) and recombinant (open 
squares) FvNase. L-asparagine-hydrolyzing activity of 
recombinant FvNase is displayed by open circles. Relative 
activity is expressed as a percentage of the respective highest
activity. 
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fermentation processes at elevated temperatures. 

2.4.6 Effect of NaCl 

Recombinant FvNase was stable at 

NaCl concentrations of up to 25%. As 

with glutaminase I from Micrococcus 

luteus K-3, the L-glutamine hydrolysis 

by FvNase is activated in the presence 

of NaCl [141]. A rise of 25% in L-

glutamine hydrolyzing activity was 

observed at 15% NaCl and at least 95% 

of the original activity was found at 

higher concentrations. The hydrolysis 

of L-asparagine was most effective at 0 

M NaCl and did not fall below 80% of 

the original activity at higher concentrations (Abb. 10). The different behavior of FvNase 

towards L-asparagine and L-glutamine under high salt conditions was confirmed by 

analyzing multiple samples. It can only be assumed that the conformation of the enzyme 

changes with increasing NaCl concentrations and develops a higher affinity towards L-

glutamine. The NaCl tolerance of FvNase makes it a suitable candidate for its application in 

NaCl-rich production processes of the food industry such as soy sauce production which 

usually employs about 14-18% NaCl.  

2.5 Conclusion 

The asparaginase produced by the edible basidiomycete Flammulina velutipes showed a 

remarkable pH- and temperature-stability and was not inhibited by high NaCl-

concentrations. It hydrolyzed both L-asparagine and L-glutamine. These properties render 

FvNase as an attractive enzyme for the food industry. Heterologous expression of active, 

soluble FvNase was readily available by coexpression of a fusion protein which was cleaved 

in situ. Further studies will aim at the heterologous expression in a food-grade Bacillus. 
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Abb. 10: NaCl tolerance of recombinant FvNase regarding the 
hydrolysis of L-glutamine (filled squares) and L-asparagine 
(open squares). Relative activity is expressed as a percentage 
of the activity at 0% NaCl.
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3 Heterologous expression, refolding and 

characterization of a salt activated subtilase 

from Pleurotus ostreatus 

Reprinted from Process Biochemistry 2011;46:1840-1846 with permission of Elsevier 

3.1 Abstract 

The submerged cultivation of Pleurotus ostreatus var. florida on wheat gluten led to an 

increased solubility of the substrate. The coding sequence of one of the extracellular 

peptidases was obtained by PCR with degenerated primers and RACE. The sequence 

amounted to 1161 bp, translating into 386 aa with a molecular mass of 38.7 kDa. By 

comparison with homologous proteins the new enzyme was classified as a subtilisin-like 

peptidase of the proteinase K subfamily. P. ostreatus peptidase 1 (POP1) was expressed as a 

preproenzyme, whose 19 aa signal sequence was cleaved off during export into the 

extracellular space. The prosequence acted as an intramolecular chaperone and temporary 

inhibitor and was degraded in an autocatalytic process. The heterologous expression in E. 

coli resulted in the formation of inclusion bodies, from which the peptidase was refolded by 

using β-cyclodextrin and CTAB. POP1 showed optima at pH 7.5 and 37 °C. It was most stable 

at pH 8 and 30 °C. The peptidase was completely inhibited by PMSF, antipain and Cu2+, while 

Ca2+ significantly enhanced its performance. The hydrolysis of N-Suc-AAPF-pNA was almost 

tripled in the presence of 5 M NaCl. 

 

Keywords: Pleurotus ostreatus, basidiomycete, subtilase, salt activation, refolding, β-

cyclodextrin 

 

3.2 Introduction 

Subtilases present the biggest family among the peptidases and have been identified in 

eukaryotes and prokaryotes [153]. Especially the subtilases of Bacillus sp. were characterized 

in detail, leading to a thorough understanding of their structure-function relationship [154]. 
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They are usually synthesized as preproenzymes with a signal peptide for translocation and 

a propeptide acting as intramolecular chaperone and temporary inhibitor [155, 156].  

Pleurotus ostreatus (oyster mushroom) belongs to the white-rot basidiomycota which secrete 

ligninolytic enzymes causing the typical white appearance of infested wood. The secretome 

of P. ostreatus contains peptidases which not only mobilize nitrogen sources but also play a 

role in the regulation of other extracellular enzymes [28, 40].  

Condiments on the basis of fermented soy and wheat protein have a long tradition in the 

Asian cuisines. European equivalents were introduced in the 19th century. However, the use 

of hydrochloric acid for protein hydrolysis inevitably resulted in the formation of 

chloropropanols which proved to be toxic in animal tests [9]. Therefore, the use and 

optimization of enzyme cocktails have gained much interest. In order to achieve the 

sought-after umami taste, the efficient generation of glutamic acid and low molecular mass 

peptides is necessary [157]. On the other hand the formation of a bitter taste, usually 

associated with hydrophobic low molecular mass peptides, must be avoided [158, 159]. 

Submerged cultivation of P. ostreatus with wheat gluten resulted in the expression of a 

distinct peptidase pattern. The secreted enzyme cocktail was not only able to hydrolyze the 

soluble portion of wheat gluten but also greatly increased the overall solubility. In order to 

gain a more thorough understanding of the P. ostreatus peptidases, their individual 

characteristics have to be determined. Heterologous expression is a suitable way to 

characterize enzymes, bypassing the tedious process of purification from the native host 

and making the enzyme available in higher quantities within a short time. Furthermore, 

analysis of the primary sequence allows for provisional characterization and paves the way 

for protein engineering. In this report, the sequence of a 28 kDa extracellular peptidase 

from the mycelium of P. ostreatus was determined and the enzyme heterologously 

expressed, refolded and characterized. 

3.3 Materials and Methods 

3.3.1 Cultivation of P. ostreatus var. florida 

Maintenance and submerged cultivation of P. ostreatus var. florida (Institute for Forest 

Botany, Georg-August-University Göttingen) in SNL medium was performed as described in 

Zorn et al. [160]. Cultures for the induction of peptidase secretion were produced by 

inoculating minimal medium (1.5 g/L KH2PO4; 0.5 g/L MgSO4; 1.0 mL/L trace metal solution 
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[160]) plus 4 % sterilized (8 h, 135 °C dry air) wheat gluten with the mycelium of 25 ml 

preculture grown in SNL medium. 

3.3.2 SDS-PAGE and Decoupled 2D-PAGE 

Semi-native and denaturing SDS-PAGE were performed with single gels [150]. For semi-

native SDS-PAGE DTT in the twofold sample buffer (0.1 M Tris/HCl (pH 6.8), 0.2 M DTT, 4 % 

SDS, 20 % glycerol, 0.2 % bromophenol blue) and denaturing at 95 °C were omitted. 

Electrophoresis was performed in the Minigel-Twin System (Biometra) at 10-15 mA per gel 

and 4 °C or room temperature, respectively. Staining was performed with silver [161] or 

colloidal Coomassie Brilliant Blue [162]. Precision Plus Protein™ Standards (Bio-Rad) were 

used for molecular mass determination. IEF polyacrylamide gel electrophoresis was 

performed on a Multiphor II system (Pharmacia LKB, Schweden) using Servalyt™ Precotes™ 

precast gels with an immobilised pH gradient from 3 to 10 (Serva) for 3500 V h (2000 V, 6 

mA, 12 W). The isoelectric point was determined by using a protein test mixture from pI 3.5 

to 10.7 (Serva). The IEF gel was cut in the expected pI-area, placed on a polyacrylamide-gel 

and secured by polymerising it into a 6 % polyacrylamide-gel. Electrophoresis was carried 

out as described above. 

3.3.3 Detection of peptidolytic activity 

Detection of peptidolytic activity was performed in 96-well microtiter plates in 50 mM 

Tris/HCl pH 7, 10 mM CaCl2, 500 mM NaCl, 0.2 mM N-Succinyl-Ala-Ala-Pro-Phe p-

nitroanilide (Sigma) and 5 to 50 μL enzyme preparation in a total volume of 150 μL. The 

molar extinction coefficient of p-nitroaniline was determined at ε*=5393 μL/μmol at 405 nm 

in a BioTek Synergy 2™ microtiter plate reader. One unit of peptidolytic activity was 

calculated as the amount of enzyme required to produce 1 μmol p-nitroaniline per minute. 

Azocasein (Sigma) was hydrolyzed by mixing 95 μL azocasein-solution (0.5 % azocasein, 50 

mM Tris/HCl pH 7, 10 mM CaCl2, 0-5 M NaCl) with 5 μL enzyme preparation and incubating 

the mixture at 37  °C over night. Protein was precipitated with 100 μl 6 % TCA and pelleted 

by centrifugation. The OD of the supernatant was measured at 366 nm in a BioTek Synergy 

2™ microtiter plate reader. The protein concentration was estimated according to the 

Bradford method using bovine serum albumin as a standard [163]. Bradford reagent was 

purchased from Sigma. For visualization of peptidolytic activity zymography with 0.3 ‰ 

gelatine in a polyacrylamide gel was performed. After electrophoresis the gel was washed 

twice in 2.5 % Triton X-100 for 20 min each and incubated in 50 mM Tris/HCl pH 7 for 1 h at 

37 °C. Staining was performed with Coomassie Brilliant Blue. Inhibition studies were carried 
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out by incubating culture supernatant with 1 mM PMSF, 20 mM EDTA, 1 mM Pepstatin A or 

1 mM NEM for 30 min at room temperature and subsequent zymography. 

3.3.4 ESI Tandem MS Analysis of Tryptic Peptides 

The peptidase bands were excised from SDS polyacrylamide gels, dried, and digested with 

trypsin. Analysis of the tryptic peptides was carried out as described [164]. 

3.3.5 cDNA-Synthesis and Sequence Fishing 

RNA was prepared from 500 mg mycelium harvested on the fifth culture day stored in 

RNALater® (Invitrogen) using the NucleoSpin® RNA Plant Kit (Macherey-Nagel, Düren). 

Synthesis of cDNA was performed as described in [164]. Consensus sequence based 

degenerate PCR Primers were designed with the CODEHOP algorithm [165]. PCRs were 

carried out in 2.5 μL 10x True Start® Taq buffer, 2 μL dNTP mix (2.5 mM ea.), 2 μL MgCl2 (25 

mM), 25 pmol forward primer, 25 pmol reverse primer, 0.8 μL DMSO, 0.625 U True Start® 

Taq, 1 μL ds cDNA and ddH2O to 25 μL. When proof-reading polymerase Pfu was used, 10x 

buffer, MgCl2 and Taq were replaced by the respective reagents. Tab. 3 lists the primers used 

for sequence fishing. 

Touchdown PCR [147] was performed by incubating the reaction mixture at 95 °C for 5 min, 

then for 12 cycles at 95 °C for 30 s, (Tm + 5 °C - 1 °C/cycle) for 60 s and 72 °C for 1 min per 

expected kb. Another 28 cycles were carried out at Tm - 7 °C annealing temperature. Final 

elongation was performed at 72 °C for 20 min. Standard PCR and cloning of PCR products 

Tab. 3: Primers used in PCR experiments 
Primer Tm 

[°C] 

Sequence 5’→3’ 

ZymPOP1pBAD_fw 71 GCGGCCGCTCCTGCTTTGAAGACGG 

aktPOP1pBAD_fw 66 GTCACCCAGACCAACGCTCCTTG 

POP1pBAD_rev 61 AGCGTGGTGAGCCAAGTCG 

pBAD_fw 58 TCTCTACTGTTTCTCCATACCC 

pBAD_rev 58 GAAAATCTTCTCTCATCCGCC 

POP1-Ba fw  72 CCCCGACGTCGAGTACATCdsngargaygg 

POP1-Hc rev   72 CGAGGCCAGCGATGtgnggngtngc 

POP1-3' fw 62 CGTTGATGTCTTCGCTCCTGG 

POP1-5' rev 64 GAGACAGTCCCCAAGGAGCG 

POP1-Start fw 61 ATGCGTCTCTTCTCTGCTG 

POP1-Stop rev 61 TTAAGCGTGGTGAGCCAAG 
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were performed as described in [164]. Sequence homology was investigated through a 

GenBank data base search using BLAST [149]. Alignments were produced by CLUSTALW 

[166] and edited with BioEdit [167]. Prediction of a N-terminal signal sequence was carried 

out by analysis with Signal P 3.0 [148]. 

3.3.6 Construction of Expression Plasmids 

Digestion, blunting and ligation of pBAD/gIII vectors (Invitrogen) and inserts were 

performed with FastDigest® restriction enzymes, T4 DNA polymerase and T4 DNA ligase 

(Fermentas) according to the recommendations of the manufacturer (Tab. 4). The ligation 

product was cloned and sequenced as described above. Freezer stocks were prepared by 

adding 0.1 mL of 80 % glycerol (w/v) to 1 mL saturated culture and stored at -70 °C. 

3.3.7 Heterologous Expression of POP1 

Small scale cultures were prepared by inoculating 10 mL TB (12 g/L trypton, 24 g/L yeast 

extract, 4 mL/L glycerol; 0.1 volumes of 1 M KHPO4 pH 7.5 are added after sterilization) 

containing 50 μg/mL carbenicillin with overnight culture to an OD600 nm = 0.1 and cultivation 

at 37 °C and 225 rpm. At an OD600 nm = 1 recombinant protein production was induced with 

0.05 % L-arabinose (Roth). Cultures were grown for 4 h and the cells harvested by 

centrifugation. Large scale cultures were carried out accordingly in 1 L baffled flasks with 

500 mL culture volume at 37 °C and 150 rpm. 

3.3.8 Purification of POP1 inclusion bodies 

Harvested cells were resuspended in lysis buffer (50 mM Tris/HCl pH 8, 50 mM NaCl, 1 mM 

EDTA; 1/10 of culture volume) with 0.1 % Triton X-100. 0.5 mg/mL lysozyme (Sigma) was 

added and the mixture incubated for 5 min at 37 °C in a shaking water bath. 500 U 

Benzonase® (Merck) and 4 mM MgCl2 were added and the cells lysed for another 30 min. 

After centrifugation (10,000 g, 10 min) the pellet was washed twice with lysis buffer and 

solubilized in binding buffer (20 mM Tris/HCl, 300 mM NaCl, 1 mM DTT, 5 mM imidazole, 6 

M guanidinium HCl, 0.1 % CTAB (w/v), 5 % glycerol (w/v) pH 7.5; 1/10 of culture volume) for 

Tab. 4: Construction of expression vectors. 
Expression 
plasmid 

Expression 
vector 

Primer Ligation strategy 

ZymPOP1pBAD  pBAD/gIII C ZymPOP1pBAD_fw 

POP1pBAD_rev 

vector cut with XbaI, overhang blunted 

vector and insert cut with NotI 

aktPOP1pBAD  pBAD/gIII A aktPOP1pBAD_fw 

POP1pBAD_rev 

vector cut with NcoI and XbaI, 
overhangs blunted 
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2 h at room temperature. Remaining cell debris was removed by centrifugation at 20,000 g 

for 30 min and filtering the supernatant through a 0.45 μm PES-membrane (Roth). 

Purification was performed at 4 °C by immobilized metal ion affinity chromatography 

(IMAC) with BioScaleTM Mini ProfinityTM IMAC cartridges on a BioLogic DuoFlow System 

(Bio-Rad). FPLC buffers were composed as binding buffer with 10 mM and 100 mM imidazole 

for the washing buffer and elution buffer, respectively. Flow rates were kept at 1 mL/min. 

The column was equilibrated with five column volumes (CV) of binding buffer, loaded with 

the solubilizate, washed with 6 CV binding buffer, followed by 6 CV washing buffer and 10 

CV elution buffer. The purification process was monitored at 280 nm and collected fractions 

were analyzed by SDS-PAGE after precipitation with 0.46 volumes of 0.55 % TCA, 

neutralizing the pellet by washing with acetone and subsequent dissolving of the pellet in 

loading buffer. 

3.3.9 Renaturation of POP1 

Concentration of purified POP1 was determined at 280 nm. The molar extinction coefficient 

of his-tagged POP1 zymogen was calculated to be ε=28020 L/mol*cm, that of his-tagged 

mature POP1 ε=22520 L/mol*cm. Renaturation of POP1 was carried out in a total volume of 

30 mL consisting of 0.3 mL purified POP1, 0.4 mM detergent, 50 mM Tris/HCl pH 7, a 10000 

times molar excess of β-cyclodextrin (β-CD) and ddH2O to the final volume. Triton X-100, 

Brij 35 or CTAB were used as detergents. The renaturation mixture was incubated at 4 °C 

and gentle agitation for 24, 44 and 68 h. It was then processed by filtering through a 0.22 μm 

PES-membrane, followed by concentrating and washing twice with 50 mM Tris/HCl pH 7 in 

a 15 ml Vivaspin centrifugal concentrator with a 10,000 MWCO (Sartorius).  

3.3.10 Additives 

The reaction mixture was complemented with either one of the following salts: NaCl, KCl, 

LiCl, MgCl2, CaCl2 at 10 mM or MnCl2, ZnSO4, CoCl2, CuCl2, NiCl2, Na2MoO4 or Na2SeO3 at 1 mM, 

respectively. 

3.3.11 Temperature and pH-Optima 

Determination of the pH-optimum was carried out in 50 mM acetate (pH 4.5, 5.0, 5.5), MES 

(pH 6.0, 6.5), HEPES (7.0, 7.5, 8.0) and borate (pH 8.5, 9.0, 9.5, 10.0), respectively. The buffers 

were complemented with 500 mM NaCl and 10 mM CaCl2. Temperature optimum was 

determined in 10 °C intervals between 10 °C and 50 °C. Temperature stability was examined 
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by incubating the enzyme preparation at 25 °C, 30 °C, 35 °C, 40 °C, 45 °C, 50 °C or 55 °C for 30 

min and subsequently measuring the activity at 37 °C.  

3.4 Results and Discussion 

3.4.1 Analysis of Culture Supernatant 

Submerged cultivation of P. ostreatus in 

minimal medium with 4 % wheat gluten 

resulted in a visible increase of the 

solubility of gluten. This was confirmed by 

SDS-PAGE analysis of the hydrolysis of a 2 % 

gluten suspension with concentrated P. 

ostreatus culture supernatant for 18 h at 40 

°C, which resulted in complete degradation 

of the distinct protein pattern of gluten 

(Abb. 11). Zymography of the supernatant 

of P. ostreatus cultivated in minimal medium 

with 4 % gluten showed peptidase bands 

from the first culture day on with a stable 

reappearance of two peptidase bands at 

about 75 kDa and 40 kDa (Abb. 12a).  

Incubating samples with PMSF, EDTA, Pepstatin A, NEM or Aprotinin prior to zymography 

showed a decrease in the activity of the 75 kDa band for PMSF only, indicating a serine 

peptidase. The observation that there was no inhibition by aprotinin excluded trypsin- and 

chymotrypsin-like peptidases. Denaturing 

SDS-PAGE analysis of the culture 

supernatant showed the successive 

development of prominent bands at 28 

kDa, 17-20 kDa and 13 kDa (Abb. 12b). 

Further analysis of concentrated culture 

supernatant by decoupled 2D-PAGE 

revealed that the 75 kDa peptidase band 

contained two peptidases with isoelectric 

points of approximately 4.5 and 4.6 (Abb. 

Abb. 11: Effect of P. ostreatus peptidase cocktail and 
recombinant POP1 on gluten. A 2 % gluten suspension 
was incubated with concentrated culture supernatant, 
refolded recombinant POP1 or the respective chemical 
and biological blanks for 18 h at 40 °C and then 
subjected to denaturing SDS-PAGE. A: 2 % gluten 
suspension; B: 2 % gluten suspension with heat 
inactivated culture supernatant; C: 2 % gluten 
suspension with culture supernatant; D, E: standard; F: 
2 % gluten suspension; G: 2 % gluten suspension with 
refolded recombinant POP1.

Abb. 12: Secretome of P. ostreatus cultivated in minimal 
medium with 4 % gluten. The culture was inoculated 
with mycelium from a preculture in SNL medium. (a) 
Zymography with culture supernatant samples. A-E: 
culture days 1-5; F: standard. (b) Denaturing SDS-PAGE 
with culture supernatant samples. C: standard; A-B/D-E: 
culture days 1-5. 
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13). The peptidase with the pI of 4.6 showed a molecular mass of 28 kDa after denaturing 

SDS-PAGE, thus corresponding to the 28 kDa band in Abb. 12b, while the other did not show 

a change in electrophoretic mobility after denaturation. Both were analyzed by ESI-MS/MS 

after tryptic digestion. The 75 kDa band was identified as PoSI, a subtilase characterized by 

Faraco et al. [28]. From the 28 kDa band two peptide sequences were obtained, and database  

research confirmed a new subtilisin-like peptidase which was then named Pleurotus ostreatus 

peptidase 1 (POP1) and patented [168]. 

3.4.2 Sequence of POP1 

Subtilase sequences of Hypsizygus marmoreus (ABL98208) and Coprinopsis cinerea (EAU82190, 

EAU82213) were used to design degenerated primers with the CODEHOP algorithm. The 

combination of primers POP1-Ba fw and POP1-Hc rev amplified a 774 bp sequence whose 

translation included the two known peptide sequences and showed distinct homology to 

other fungal subtilases. The missing 5’- and 3’-fragments were obtained by the combination 

of the respective adapter primers with specific primers POP1-5' rev and POP1-3' fw, 

respectively. For confirmation, the entire sequence of pop1 was amplified with Pfu-

polymerase, which had an ORF of 1161 bp and translated into 386 aa with a molecular mass 

of 38.7 kDa.  

While subtilases can differ dramatically considering amino acid sequence and size or 

number of Ca2+ binding loops, the catalytic triad Asp, His and Ser as well as the oxyanion-

hole residue Asn and their immediate surroundings are highly conserved [153]. This 

allowed for the  classification of POP1 as a member of the proteinase K subfamily and the 

identification of Asp147, His178, Ser333 and Asn268 as the residues which catalyze the 

cleavage of peptide bonds (Abb. 14a). Signal P 3.0 predicted a hypothetic 19 aa signal 

sequence at the N-terminus which is cleaved off after the export into extracellular space. 

Furthermore, an inhibitor I9 domain was identified after the signal sequence (aa 36-100), 

followed by the catalytic domain (Abb. 14b). Thus, POP1 is a preproenzyme, which is 

exported as a zymogen and activated in the extracellular space by cleaving the 

Abb. 13: Decoupled 2D-PAGE of P. ostreatus culture supernatant. 
Spots 1 and 2 indicate POP1 and PoSI, respectively. (a) Diluted 
culture supernatant (1:100) was subjected to decoupled 2D-
zymography and incubated overnight at room temperature. (b) 
Coomassie stained 2D-PAGE of undiluted culture supernatant. 
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prosequence. With 25 % charged amino acid residues (Asp, Glu, Arg, Lys, His), the 

prosequence is noticeably biased compared to the remaining mature sequence which 

contains 11.5 % only. This phenomenon has been observed with other zymogens, too [169, 

170]. X-Ray crystallography of other subtilases showed that the area of the substrate 

binding region tends to be hydrophobic. It is assumed that this site is covered by the 

prosequence until it is processed [171]. 

(a) 

     
POP1  MRLFSAVLASLAILAP--AFAAP---------ALKTVESFAGQRNDGSFIVKLKSGASRSGLLKTLG------VNATHEWDAA-LNGFAG 72   
Cci   MKFFSVLAAGLAVIMAVPTLAAPAPAPAPPGRRLKSIERFQGATT-GKYIVKFKKGASRRNYLNKLK------LKASADWDI--LNGFAA 81   
Abi1  -MHFSLSFATLALLVAS-AVGAPA--------AIHSIETFDGETT-GKHIIMLKEGVKKEDLFANFKA----KVAVSHQWEL--INGFAG 73   
Abi2  -MRFPLSFAALALLVAS-ALGAPT--------AIHSIETFDGETS-GKHIITLKQGVKKEDLFKNLKA----KVSVSHEWEV--INGFAA 73   
Hma   MRFFTAVLTAIALAAP--VFASPT--------PLRTVEKYQGQTT-GKYIVKLKDGASKSAIFSKLKN-----STVTHDWKL--INGFAG 72   
Gfr   -------------------MASPD--------NLLEIERTAGDKKDSSYIVRLKPGVDKSVHLTWLRERLSRNSEITHDYTSGFLNAFAG 63   
        
                                                                                * 
POP1  KFSEKALNALRASPDVESISEDGIMHTFVTQTNAPWGLSRLTSATRLTNTNVAALTFTYTYDASAGSGVDVFVVDTGIFTSHSQFGGRAR 162  
Cci   DLDEAALEELRASDDVEYVAEDGIMHAFVTQTNAPWGLQRITQPGRLASQSTSSANYNFTYDASAGAGVDIYVVDTGVQTSHSDFGGRAR 171  
Abi1  EFDEETLNELRANPNVESISEDGLMHTMTTQTNAPWGLARLSSTTRLSNQNAAALTFSYTFDASAGSGVDIFIVDTGILTTHSQFGGRAA 163  
Abi2  EFDEETLNELRANPNVESITEDGLMHTMSTQTNAPWGIARLSSTTRLSNQNPSSLTFSYTFDDSAGAGVDIYVVDTGIFIEHTEFGGRAT 163  
Hma   DLDSATVNLLRASPDVEYIAEDGIVHTFVTQTNAPWGLARLSQDARLSNQDTSALTFTYTYDASAGAGVDIYIMDTGVFTTHSQFGGRAR 162  
Gfr   KFDEETLNFLRASPDVENISEDSIVQGFRTQDNAPWGLNRISQGPPLANQNPFATNFVYTYNNNPGYGVDIYVMDTGVLTSHTEFFGRAT 153  
 
                     * 
POP1  WGATFGPYADADGNGHGTHCAGTIGGSQFGVAKSVNLIAVKVLSDGGSGSVADIVSGLNFVLSSARSSGRPSIVSMSLGGGASTALDNAV 252  
Cci   WGVSY-VSESTDGNGHGTHCAGTAAGTRFGVAKRANIIAVQVLNRSGSGATSGIVSGLQWVLNQARASGRPSVVSMSLGGGASTATDNAV 260  
Abi1  WGETFGPYADRDGNGHGTHVAGTAAGSQFGVAKSANVFAVKVLSDEGSGSITDIVSGLNFVGQRAASSGRPTIASMSLGGGASSSLDSAV 253  
Abi2  WGETFGPYADADGNGHGTHISGTAAGRQFGVAKAANLVAVKVLSDQGSGTISDIISGLNFVAQRAASTGRPAVTLLALGGGASTVLDNAV 253  
Hma   WGATFGGYASADGNGHGTHVSGTAAGSQFGVAKAANIIAVKVLSDGGSGSLADVVSGINWVATAAAASGRPSVASLSLGGGVSTPLNNAV 252  
Gfr   WGYTAPGLPAQDDNGHGTGVAAVACGTYYGVAKGSMLIAVKVLNFANTGTTSNILSGMEYVWNTARASGRPSVVNVSFGESANTSIDNGV 243  
 
                     *                                                                * 
POP1  ASLTAGGVHVVVAAGNSNVDAGTTSPARAPSAITVGASTITDTRASFSNFGSVVDVFAPGQDVISSWIGSTTATNRISGTSMATPHVAGL 342  
Cci   AQLTAAGIHVVVAAGNSNVNAANTSPARAPSAITVAASTIADAKASYSNYGAVIDVWAPGSNILSAWIGSNTATNNISGTSMATPHVAGV 350  
Abi1  ASLTNSGVHVTVAAGNDNANAANTSPARAPSAITVGASTTGDARASFSNFGSVVDIFAPGQSVISSWIGSNTDTNCISGTSMATPHIAGL 343  
Abi2  ASLTSSGIHVVVAAGNSNADASNFSPARVPSAITVGATIISDSRTSPSNFGSVIDVFAPGQNIVSAWIDSPTSTNTLSGTSMAAAHVAGV 343  
Hma   TALTVAGIHVTVAAGNSNADASTTSPARAPAVITVGASTIADARASFSNFGSVVDIFAPGQNVISSWIGSTTATNNISGTSMATPHIAGL 342  
Gfr   LSLTQAGIHVVAAAGNTNIDASGISPARSQHCTTVGATTIGDARWANSNYGFVLDVFAPGVDILTASKDSITATQWATGTSFAAPFVTGI 333  
 
 
POP1  AAYLIALNGNSSPAALSTTIKSLSLKGVLSGIPSGTLNDLAHHA-- 386  
Cci   VAYLIGRDGNISPAAMATKIKNLAVKNVLSGVPSGTTNALLQI--- 393  
Abi1  VAYLISLQGNVSPAAMSTKIKSLSLKGVISGIP------------- 376  
Abi2  VAYFIGLEGNVSPASMSAKIHARSLKSALIGVRE------------ 377  
Hma   VAYLIAKNGNSSPASIAATIQSLSVKNALSGIPSGTVNFLANNA-- 386  
Gfr   IASFISQLGNKLPAEMILFVRETALRDILTDIPFGTVNLLANNGHQ 379  
 
 
 

(b) 
 

 
Abb. 14: (a): Sequence alignment of the amino acid sequence of POP1 (acc. no. ACR25273.1) with related serine 
peptidases from C. cinerea (Cci, acc. no. XP_001839622.1), A. bisporus (Abi1 and Abi2, acc. no. CAA74137.1 and 
CAC83024.1), H. marmoreus (Hma, acc. no. ABL98208.2) and G. frondosa (Gfr, acc. no. BAC57455.1). Asterisks 
denote the amino acids that form the catalytic triad (D147, H178, S333) and the oxyanion (N268). Peptide 
sequences determined by ESI-MS/MS are boxed. (b): Schematic representation of POP1 and its domains. SP: 
signal peptide; I9: Inhibitor I9; D, H, S: active site residues of the catalytic domain; N: oxyanion residue. The 
arrows indicate the sites where signal peptide and prosequence are cleaved off. 
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3.4.3 Heterologous Expression and Renaturation 

Heterologous expression of his-tagged POP1 zymogen or its mature sequence resulted in 

the formation of inclusion bodies (Abb. 15a). Common optimization principles to promote 

soluble expression (lowering cultivation temperature and inductor concentration, using 

different expression vectors or E. coli strains) did not yield active peptidase. Thus, inclusion 

bodies were solubilized with 6 M guanidine HCl and purified by IMAC (Abb. 15b). Different 

renaturation protocols used with other subtilases, such as rapid dilution or step-wise 

dialysis, were not successful in the case of POP1 [36, 172-175]. In contrast, it was possible to 

obtain active POP1 from the zymogen inclusion bodies in the presence of CTAB and β-

cyclodextrin. Activity was doubled by the addition of 10 mM CaCl2 to the renaturation 

mixture. Ca2+ is known to stabilize the majority of subtilases which explains the 

enhancement of the activity [176]. Attempts to refold POP1-Zymogen without β-

cyclodextrin or in the presence of Brij 35 or Triton X-100 instead of CTAB failed (results not 

shown). The mechanism of the renaturation of proteins by β-cyclodextrin is not fully 

resolved. It is proposed that the detergent solubilizes the protein which prevents it from 

misfolding and aggregating. The addition of β-cyclodextrin strips the protein from the 

detergent and therefore initiates folding, whilst maintaining a system which prevents 

aggregation [99]. Using this method, peptidolytic activity of up to 3 U/mg was achieved. 

The dependency of subtilases on their prosequence has been extensively studied. The role 

as an intramolecular 

chaperone and temporary 

inhibitor which mediates 

folding and prevents 

autolysis made it possible 

to renature different 

subtilisins after 

denaturation [36, 174]. The 

folding of POP1 was 

dependent on its 

prosequence as well. 

Renaturation of only the 

recombinant catalytic 

domain of POP1 was not 

Abb. 15: Heterologous expression, purification and autoprocessing of 
POP1-Zymogen. (a) Comparison of the insoluble fractions of lysed TOP10 
cells four hours after induction with 0.05 % l-arabinose. A: standard; B: 
negative control with pBAD/gIII expression vector; C: expression of 
ZymPOP1 as inclusion bodies. (b) Purification of ZymPOP1 by denaturing 
Ni2+-IMAC in the presence of 6 M Gdn-HCl. All samples were precipitated 
with TCA prior to electrophoresis. A: standard; B: solubilisate; C-E, H: 
pooled wash (5-10 mM imidazole) and elution fractions (100 mM 
imidazole); F-G: elution fractions containing ZymPOP1. (c) After refolding 
the prosequence is cleaved off and leaves catalytically active POP1 with a 
molecular mass of 28 kDa. A: standard; B: mature POP1. 
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successful. However, after renaturation POP1-zymogen processed into the 28 kDa peptidase 

by cleaving off the prosequence (Abb. 15c). When kept at 4 °C a slow rise of catalytic activity 

was observed, another indication that the prosequence is necessary for folding (results not 

shown).  

3.4.4 Characterization 

Recombinant POP1 showed a pH-optimum at pH 7.5 but retained at least 60 % activity from 

pH 6.5 to 10 (Abb. 16A). The peptidase was most stable at pH 8.0. Incubating POP1 in borate 

buffer led to a significant loss of activity at pH 8.5 compared to HEPES buffer at the same pH 

but the residual activity remained rather stable from pH 8.5-10. Overall, POP1 retained at 

least 40 % of its original activity in a broad range from pH 4.5-10 (Abb. 16B). The optimal 

temperature was 40 °C and POP1 retained its activity up to 30 °C when subjected to higher 

temperatures for extended periods of time (Abb. 16C). Subtilases from H. marmoreus [177] 

Abb. 16: Optima and stability of recombinant POP1 at different pH-values or temperatures and the 
influence of NaCl. Each measurement was performed in triplicates. All buffers were supplemented with 500 
mM NaCl and 10 mM CaCl2 unless stated otherwise. A: Determination of pH-optimum was performed in 50 
mM acetate pH 4.5-5.5 (filled squares), MES pH 5.5-6.5 (open squares), HEPES pH 6.5-8.5 (filled triangles) or 
borate pH 8.5-10.0 (open triangles). B: Determination of pH-stability was performed by incubation of 
recombinant POP1 in 50 mM acetate pH 4.5-5.5 (filled squares), MES pH 5.5-6.5 (open squares), HEPES pH 
6.5-8.5 (filled triangles) or borate pH 8.5-10.0 (open triangles) for 2 h at room temperature. Activity assay 
was performed in 50 mM Tris/HCl pH 7. C: Temperature optimum (filled squares) was determined at the 
respective temperatures. Temperature stability assays (open squares) were performed by measuring the 
residual activity at 37 °C after incubation for 30 min at the respective temperature. D: Effect of 0-5 M NaCl 
on the hydrolyzing activity of N-Suc-AAPF-pNA (filled squares) and azocasein (open squares). Standard 
deviation values did not exceed 5 %. 
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and G. frondosa [36] showed temperature optima at 50 °C, and the latter retained at least 80 

% of its activity when incubated at temperatures up to 50 °C for 15 min, compared to 54 % 

residual activity of POP1 after being subjected to 50 °C for 30 min. POP1 was prone to 

autolysis, hence its activity dropped by 30 % within 30 min when exposed to temperatures 

higher than 35 °C due to the accelerated hydrolysis velocity. Besides this, the thermolability 

can also be explained by the missing glycosylation.  

Complete inhibition was achieved with 1 mM PMSF or antipain, respectively. EDTA caused a 

decrease of activity by 57 %, which illustrates the dependence of POP1 on Ca2+. Accordingly, 

Ca2+ had the most enhancing effect among the tested cations, while Cu2+ inhibited POP1 

almost quantitatively (Tab. 5). This effect of Cu2+ on subtilases has been reported in several 

cases [177-179], but there is no explanation for this observation so far. 

When NaCl was added to the N-Suc-AAPF-pNA assay, a considerable increase of activity was 

noted. With azocasein as the 

substrate under the same 

conditions, the hydrolyzing ability 

dropped significantly (Abb. 16D). 

This showed that the activation 

was caused by a change in the 

substrate conformation rather 

than an alteration of the reaction 

medium or a change of the 

conformation of the enzyme. As a 

matter of fact the coagulation of 

azocasein was observed when 

added to a solution of >4 M NaCl 

and hydrolysis stopped.  

An activation of peptide 

hydrolysis by NaCl was not 

reported for a basidiomycetous 

peptidase so far. However, 

halotolerant subtilisin-like 

peptidases from different 

prokaryotes, e.g. Halobacterium 

Tab. 5: Activity of recombinant POP1 after incubation with 
different inhibitors for 30 min at room temperature or after 
supplementation of the reaction mixture with different 
cations, respectively. The relative activities were normalized 
to a sample without any additives. 

additive concentration relative activity

EDTA 20 mM 43% 

PMSF 1 mM 0% 

Antipain 1 mM 0% 

   

Na+ 10 mM 88% 

K+ 10 mM 103% 

Li+ 10 mM 95% 

Mg2+ 10 mM 96% 

Ca2+ 10 mM 132% 

   

Mn2+ 1 mM 107% 

Zn2+ 1 mM 45% 

Co2+ 1 mM 113% 

Cu2+ 1 mM 2% 

Ni2+ 1 mM 76% 

Mo2+ 1 mM 94% 

Se2+ 1 mM 113% 
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halobium, Virgibacillus sp. SK33 and Bacillus thermoproteolyticus share this property. 

When refolded POP1 was incubated with a 2 % gluten suspension, a gradual change of the 

genuine protein pattern of gluten was detected (Abb. 11). The degradation of high and low 

molecular mass fractions was obvious, but less pronounced compared with the culture 

supernatant. This is explained by a synergistic effect of the cocktail of peptidases present in 

the supernatant which results in a faster hydrolysis. 

With its tolerance towards NaCl, the broad pH-stability and the specificity of subtilases for 

hydrophobic residues, POP1 might be a valuable contributor to an enzyme cocktail for the 

hydrolysis of plant protein, where high concentrations of NaCl are applied and the 

formation of bitter peptides needs to be avoided. 
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4 Ausblick 

Basidiomyceten besitzen ein annähernd unerschöpfliches Potenzial an Enzymen, welches 

bisher wenig genutzt wird. Durch ihre Lebensweise auf schwer abbaubaren lignin- und 

terpenreichen Substraten sind diese Organismen darauf spezialisiert, die vorhandenen 

Ressourcen optimal auszunutzen. Die Erschließung und Etablierung von Enzymen, die den 

Ansprüchen an Verfügbarkeit und Prozessstabilität für industrielle Anwendungen genügen, 

ist eine der Herausforderungen an Forschung und Technik in den kommenden Jahren. 

Das Potenzial der Basidiomyceten schlägt sich auch in der Vielfalt der exprimierten 

Hydrolasen nieder: So wurden aus F. velutipes neun verschiedene Peptidasen identifiziert, 

die durch die Kultivierung mit Weizengluten induziert wurden [49]. Die kodierenden 

Sequenzen von fünf dieser Peptidasen sind inzwischen bestimmt worden (unveröffentlichte 

Daten). Aus anderen Basidiomyceten, wie Wolfiporia cocos, wurden erfolgreich Aspartat-

Peptidasen isoliert und charakterisiert, die sich für die Käseherstellung eignen [180-182]. 

Die in dieser Arbeit beschriebene Subtilase aus P. ostreatus verursachte eine sichtbare 

Veränderung des elektrophoretischen Proteinmusters von Weizengluten. Daraus ergibt sich 

nicht nur eine Applikation für die Herstellung von Würzmitteln aus hydrolysiertem 

Pflanzenprotein. Subtilasen allein können als Endopeptidasen nicht die extensiven 

Hydrolysegrade eines Cocktails aus Endo- und Exopeptidasen erreichen. Bei der Herstellung 

von funktionellen Proteinhydrolysaten ist dieses aber auch nicht erwünscht. Eine 

Anwendung in der Herstellung von emulgierenden oder schäumenden Hydrolysaten ist 

demnach ebenso vorstellbar [183]. 

Ebenso konnte in weiteren Basidiomyceten, wie zum Beispiel Laetiporus sulphureus, 

Asparaginase-Aktivität nachgewiesen werden (unveröffentlichte Daten). Aktuell gibt es 

Bestrebungen, die Asparaginase aus F. velutipes in Bacillus heterolog zu exprimieren. Durch 

die Acrylamid-Problematik ist das Interesse an neuen Asparaginasen sprunghaft 

angestiegen und Basidiomyceten sind offensichtlich eine geeignete Quelle für deren 

Erschließung. 

Die zunehmende Anzahl an sequenzierten und annotierten Basidiomyceten-Genomen wird 

die Erschließung neuer Enzyme deutlich vereinfachen. Die molekularbiologische 

Charakterisierung dieser Enzyme eröffnet darüber hinaus die Möglichkeit, durch Mutation 
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der Primärsequenz die Eigenschaften des Proteins gezielt zu verändern, um sie an den 

jeweiligen industriellen Prozess anzupassen. Sowohl für Subtilasen, als auch Asparaginasen 

gibt es bereits Daten zu den Auswirkungen von gezielten Mutationen [138, 154, 175]. Da die 

Asparaginase aus F. velutipes keine Homologien zu anderen Asparaginasen zeigt, wird es nur 

eingeschränkt möglich sein, auf diese Daten zurückzugreifen. Für die potentielle 

Modifikation der Subtilase kann sich das vorhandene Wissen jedoch als vorteilhaft 

erweisen. 

Die stetig zunehmende Datenlage in Bezug auf die biotechnologische Anwendung von 

Enzymen aus Basidiomyceten, gleichgültig ob als Wildtyp oder in rekombinanter Form, 

zeigt, dass das Interesse an Basidiomyceten deutlich gestiegen ist. Es wird weiterhin viel 

Forschungsbedarf bestehen, um das Potenzial der Basidiomyceten voll auszuschöpfen.  
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6 Anhang 

6.1  Ergänzende Daten FvNase 

 

 

  

Abb. 18: Amplifikation der vollständigen 
FvNase-Sequenz aus cDNA (1) und gDNA 
(2). Die Amplifikate wurden kloniert und 
sequenziert. 

Abb. 17: Für die Ermittlung der vollständigen FvNase-Sequenz wurden 3‘-RACE- 
und 5’RACE-PCRs mit verschiedenen spezifischen Primern durchgeführt. 
Umrandete Amplifikate wurden kloniert und sequenziert. 
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gDNA_FvNase      ATGAAATCTTTTGCCCTCTTCGTCCCTCTCATCGTTGCTGCTGTCGTCAACAGCGCCGTG 60 
cDNA_FvNase      ATGAAATCTTTTGCCCTCTTCGTCCCTCTCATCGTTGCTGCTGTCGTCAACAGCGCCGTG 60 
                 ************************************************************ 
 
gDNA_FvNase      GTCACCTTTTCCACCGGCCTTGGCTGCAACTCTGTCTCGCAGACCTACCGTGGCAACTGC 120 
cDNA_FvNase      GTCACCTTTTCCACCGGCCTTGGCTGCAACTCTGTCTCGCAGACCTACCGTGGCAACTGC 120 
                 ************************************************************ 
 
gDNA_FvNase      AACTTCTGCGCTGACCCACCCGGCGGTAGGTCTACTTCACATTGATCCCTATAGCTCGAT 180 
cDNA_FvNase      AACTTCTGCGCTGACCCACCCGGCG----------------------------------- 145 
                 *************************                                    
 
gDNA_FvNase      GCTCATCTCATCTACTAGACTGGAGCTCAGTCGGCTTTTCTGAGATCGGAGGCGACAACC 240 
cDNA_FvNase      ------------------ACTGGAGCTCAGTCGGCTTTTCTGAGATCGGAGGCGACAACC 187 
                                   ****************************************** 
 
gDNA_FvNase      GCGTCACCGTTCATAACCAGAACAGCTGCACCCCCGCTTCGCAGGTCGGCCAAGGCTTTG 300 
cDNA_FvNase      GCGTCACCGTTCATAACCAGAACAGCTGCACCCCCGCTTCGCAGGTCGGCCAAGGCTTTG 247 
                 ************************************************************ 
 
gDNA_FvNase      GACCGGCCTGCTGGAACCAAGGCGCTACCAAGCTTCGTTCTGCTTGGGTTGCGTGCCCTG 360 
cDNA_FvNase      GACCGGCCTGCTGGAACCAAGGCGCTACCAAGCTTCGTTCTGCTTGGGTTGCGTGCCCTG 307 
                 ************************************************************ 
 
gDNA_FvNase      GACAGAGGTGAGTCGGTTCTCTGCAGCTTCTTCTTTTGGTTTACTAACGATGCCACTAGA 420 
cDNA_FvNase      GACAG----------------------------------------------------AGA 315 
                 *****                                                    *** 
 
gDNA_FvNase      CTCGCTGAGAACGGTACCATCGTCGACGACGACGGCGCCTTCATCGACTTTGCTTGA 477 
cDNA_FvNase      CTCGCTGAGAACGGTACCATCGTCGACGACGACGGCGCCTTCATCGACTTTGCTTGA 372 
                 ********************************************************* 
Abb. 19: Bestätigung der ermittelten codierenden Sequenz durch Abgleich mit der Sequenz aus gDNA. 
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6.2 Ergänzende Daten POP1 

 

 

 

Abb. 20: Expression von ZymPOP1 im Expressionsvektor pBAD/gIII C. Am C-Terminus wurde ein Hexahistidin-
tag fusioniert. Die Expression wurde in E. coli TOP10 bei 37 °C über 4 h durchgeführt. Die Kultur erfolgte in TB, 
die Induktion mit 0,05 % L-Arabinose. Western-Blot Analyse mit Antikörper Anti-His(C-term) bestätigte die 
Expression von ZymPOP1. 
 

 

 

Abb. 21: Entwicklung der OD600 nm von E. coli TOP10 transformiert mit ZymPOP1pBAD oder 
Leervektor pBAD/gIII C. Kulturführung in TB mit 100 μg/ml Carbenicillin bei 16 °C. 
Induktion mit 0,02 % L-Arabinose. Kulturdauer 72 h. Induktion verursachte 
erwartungsgemäß eine Einstellung des Wachstums. Es wurde kein lösliches rekombinantes 
Protein erhalten. 
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Abb. 22: Coexpression mit Chaperonen (Chaperon Plasmid Set von Takara Bio Inc.). Verschiedene 
Kombinationen aus GroEL, GroES, DnaK, DnaJ, GrpE und Tig wurden mit ZymPOP1pBAD coexprimiert. Durch 
SDS-PAGE und Western Blot (Anti-His(C-term), Invitrogen) konnte nur unlösliches ZymPOP1 nachgewiesen 
werden. 
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Abb. 23: Coexpression mit Chaperonen (Chaperon Plasmid Set von Takara Bio Inc.). Verschiedene 
Kombinationen aus GroEL, GroES, DnaK, DnaJ, GrpE und Tig wurden mit Leervektor pET101 (Invitrogen), 
aktPOP1pET101 oder ZymPOP1pET101 coexprimiert. Durch SDS-PAGE und Western Blot (Anti-His(C-term), 
Invitrogen) konnte nur unlösliche aktPOP1 nachgewiesen werden. ZymPOP1 wurde nicht exprimiert. 
Umrandungen deuten die Bereiche der erwarteten Banden von aktPOP1 bzw. ZymPOP1 an. 
  

4 mM IPTG, 4h, unlösliche Fraktion4 mM IPTG, 4h, lösliche Fraktion
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Abb. 24: Vergleich der codon usage von ZymPOP1 mit der von E. coli. Sowohl am N-, als auch am C-Terminus 
kommt es vermehrt zu Codons, die in E. coli selten vorkommen. 
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Tab. 6: Renaturierungsmethoden, die keine aktive POP1 aus Einschlusskörpern erzielten. 
Methode Durchführung 

Schnelle Verdünnung ‐ 100fache Verdünnung 

‐ 50 mM Tris/HCl pH 6,2, 0,5 M (NH4)2SO4, 

1 mM CaCl2, 5 mM DTT 

‐ Langsame Zugabe des Solubilisats 

‐ Rühren über Nacht bei 4 °C 

‐ Konzentrierung zum Ursprungsvolumen 

mittels Ultrafiltration 

Dialyse ‐ Dialyse gegen 100faches Volumen 

‐ 50 mM Tris/HCl pH 6,2, 0,5 M (NH4)2SO4, 

1 mM CaCl2, 5 mM DTT 

‐ MWCO 15 000 Da 
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Abb. 25: Zymographie und PAGE-Analyse von POP1, die aus ZymPOP1-Einschlusskörpern mit CTAB und β-
Cyclodextrin renaturiert wurde. Folgende Parameter wurden variiert: 10 mM CaCl2 (Ca2+), β-Cyclodextrin (β-
CD), Aktivierung bei 50 °C für 5 min nach Aufarbeitung der Renaturierung (act./n. act.). Die Proben wurden 
denaturiert (10 min, 95 °C, 100 mM DTT) oder nativ aufgetragen. Die denaturierten Proben zeigten 
unprozessiertes ZymPOP1, wenn kein β-CD eingesetzt wurde. In den Proben mit β-CD war kein Protein mehr 
detektierbar. Die nativen Proben zeigten ein ähnliches Muster . ZymPOP1 neigte zur Aggregation und bildete 
Oligomere mit einer Größe von ca. 150 kDa. Diese Oligomere zeigten sich auch in der Zymographie: anstatt bei 
28 kDa wurde ein Entfärbungshof im hochmolekularen Bereich erhalten. Die korrespondierenden nicht 
aktiven Proben zeigten jedoch die 39 kDa Bande des ZymPOP1. Die Aggregation wirkte sich in der 
Zymographie nicht nachteilig auf die Aktivität aus. 

 

Abb. 26: Verminderung der Aggregation von ZymPOP1 durch Zusatz von 0,1 % Triton X-100 während der 
Aufreinigung mittels Ni2+-Affinitätschromatografie. 
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