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1. Einleitung und Umriß der Arbeit

Viele Schimmelpilze sind für ihre Eigenschaft bekannt, recht aktive

Enzyme in das Kultursubstrat auszuscheiden. Die Bildung von Amylasen
und andern Enzymen wird sogar technisch ausgenützt (58, 72). Für die

Gewinnung von Amylasen werden meistens Pilze aus der Gruppe Asper¬
gillus flavus-oryzae herangezogen. Als Kultursubstrat hat sich vor allem

Weizenkleie als geeignet erwiesen. Die meisten veröffentlichten Unter¬

suchungen, davon eine grosse Zahl japanischer Arbeiten, wurden in halb¬

technischem oder technischem Masstab durchgeführt; aus diesem Grunde

musste infolge des grossen Aufwandes die Zahl der Variabe'n beschränkt

werden, was die Kenntnisse auf diesem Gebiet natürlich weniger förderte.

Von hervorragender Bedeutung und besonderer Schwierigkeit für diese

Untersuchungen ist die Methodik der enzymatischen Aktivitätsbestimmung,
da es mehrere Enzyme sind, welche sich am Stärkeabbau beteiligen. Es sind

Anstrengungen gemacht worden, die Methoden zu standardisieren, indem

die Summenwirkung aller vorhandener Amylasen in dextrinogenen und

saccharogenen Einheiten ausgedrückt wird (4, 11, 28, 30, 31, 44, 45, 59, 60,
69, 76). Es sind aber bisher noch keine Methoden ausgearbeitet worden,
um alle am Stärkeabbau beteiligten Enzyme einzeln zu erfassen.

In der vorliegenden Arbeit wurde versucht, die Methodik der Aktivi¬

tätsbestimmung der Amylasen zu verbessern, wobei das Problem der

getrennten Erfassung mehrerer Amylasen in einem Gemisch auch Beach¬

tung fand. Zu gleicher Zeit wurden aber auch Versuche ausgeführt über

den Einfluss einiger Faktoren auf die Diastase-Bildung von Aspergillus
flavus-oryzae bei Kultivierung auf Weizenkleie, wobei die enzymatische
Aktivität mit standardisierten Methoden verfolgt wurde.
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2. Methodik

21. BESTIMMUNG DER DIASTATISCHEN AKTIVITÄT

211. Problemstellung

In den Kulturen von Aspergillus flavus-oryzae konnten bis jetzt 5 En¬

zyme nachgewiesen werden, welche sich am Stärkeabbau beteiligen. Es

sind dies: a-Amylase, ß-Amylase, Amyloglucosidase, Maltase und Grenz-

dextrinase. Maltase und Grenzdextrinase sind keine Amylasen, d.h. sie

greifen das Stärkemolekül selber nicht an, können aber gewisse Spalt¬
produkte der Stärke noch weiter hydrolysieren. Deshalb ist es notwendig,
diese Enzyme auch zu berücksichtigen, insbesondere, weil sie bei Aktivi¬

tätsbestimmungen von Amylasen stören können.

Die wichtigsten Eigenschaften der erwähnten Enzyme werden nach¬

folgend kurz beschrieben, weil sich auf diesen Charakteristika die Bestim¬

mungsmethoden aufbauen.

a) ^.-Amylase

Aus Handelspräparaten der Diastase von Aspergillus flavus-oryzae ist

die à-Amylase von Fischer et al. (17), sowie Underkofler et al. (71) in

kristallinem Zustand gewonnen worden. Sie weist sehr ähnliche Eigen¬
schaften auf wie die übrigen bekannten a-Amylasen anderer Herkunft

(18, 61, 5, 6, 10, 12, 16, 33, 23, 25, 34, 39, 41, 47): Die 1,4-Bindungen der

Stärke werden unter Bildung von Dextrinen geringen Molekulargewichts
gespalten. Dadurch entsteht eine rasche Erniedrigung der Viskosität von

Stärkelösungen und das Vermögen, mit Jod eine blaue Färbung zu bilden,
verschwindet bald. Entsprechend der Zunahme der Menge der Dextrine

nimmt die Reduktionswirkung gegenüber den üblichen Zuckerbestim¬

mungsreagenzien zu. Es wurde noch nicht geprüft, ob reine a-Amylase von
Aspergillus flavus-oryzae auch Dextrine weiter zu Maltose und Glucose zu

spalten vermag, wie es die übrigen a-Amylasen anderer Herkunft imstande

sind (5, 12, 23, 25, 41, 45, 46, 54, 55, 56, 74); sogar Maltotetraose und

Maltotriose können durch a-Amylasen zu Maltose und Glucose gespalten
werden (54, 55, 56). Ob auch die a-Amylase von Aspergillus flavus-oryzae
gleich wie Malzamylase zur Hydrolyse der 1,6-Bindungen der Stärke un¬

fähig ist, wurde noch nicht untersucht.

b) ß-Amylase

Von verschiedener Seite, vor allem von japanischen Autoren, wird das

Vorhandensein von ß-Amylase im Substrat von Aspergillus flavus-oryzae
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erwähnt. Diese Befunde konnten aber nicht näher geprüft werden, und

zwar infolge mangelnder Ausführlichkeit der Literaturzitate (32).
Die aus Malz (42), Weizen (43) und Batate (2, 3) in kristallinem Zustand

gewonnenen ß-Amylasen weisen alle die Eigenschaft auf, ß-Maltose zu

bilden, weshalb die optische Aktivität nach der positiven Seite zunimmt.

Es werden nur a-l,4-Bindungen gespalten. An den Verzweigungsstellen
des Stärkemoleküls bleibt die Abbaureaktion stehen. Es wird ein Grenz¬

dextrin gebildet, welches sich mit Jod noch rot färbt. Die Erniedrigung der

Viskosität findet nur langsam statt, und die blaue Färbung mit Jod bleibt

bestehen, bis die Stärke fast vollständig abgebaut ist (7, 24, 25, 37, 38, 73).

c) Amyloglmosidase

Vor allem in der japanischen Literatur wird über das Vorhandensein

dieses Enzyms in Kulturen von Aspergillus flavus-oryzae berichtet (27,
52, 72). Wie es scheint, haben auch Drews et al. (15) Amyloglucosidase
isolieren können. Das Enzym spaltet ß-Glucose von den Stärkemolekülen

ab, ohne dass Dextrine als Zwischenprodukte entstehen.

d) Maltase

In verschiedenen Literaturangaben wird die Bildung von Maltase durch

Aspergillus flavus-oryzae erwähnt (44, 45). Bekanntlich vermag diese cc-

Glucosidase Maltose in 2 Glucosemoleküle zu spalten.
Die Bezeichnung Maltase ist oft angewandt worden für die saccha-

rogenen Enzyme aus Kulturen von Schimmelpilzen, womit wahrscheinlich

die Amyloglucosidase gemeint ist (72).

e) Grenzdextrinase

Das Enzym, welches die 1,6-Bindungen der Stärke zu spalten vermag,
wurde auch in kristallinem oder gereinigtem Zustand gewonnen (71,29, 67).
Die kurzen verzweigten Oligosaccharide, welche als unabbaubare Grenz¬

dextrine durch die Einwirkung der Amylasen entstehen, können durch

dieses Enzym gespalten werden. Die aus andern Quellen isolierten Enzyme,
welche die 1,6-Bindungen spalten, wurden mit a-l,6-Glucosidase und

Amylo-1,6-Glucosidase bezeichnet.

Ob mit den aufgezählten 5 Enzymen alle am Stärkeabbau beteiligten
Enzyme, welche in Kulturen von Aspergillus flavus-oryzae vorkommen,
erfasst sind, ist noch fraglich. Die bisherigen Methoden der Enzymunter¬
suchung erlauben es nicht, diese Frage zu beantworten.

Aus der Aufzählung der Eigenschaften der erwähnten Enzyme gehen
auch die Schwierigkeiten hervor, diese getrennt in einem Gemisch zu

erfassen. Die Wirkung aller Enzyme ist charakterisiert durch eine Zunahme

der reduzierenden Gruppen. Weder durch eine Messung der Zunahme der

Reduktionswirkung, noch durch die spezifische Bestimmung von Maltose

und Glucose kann die Aktivität einer einzelnen Amylase bestimmt werden,
wenn die andern Enzyme vorhanden sind. Maltase und Grenzdextrinase
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könnten infolge ihrer Substratspezifität auf Maltose bzw. a-Grenzdextrin

bestimmt werden.

Auch das Dextrinisierungsvermögen der a-Amylase wird durch die

Aktivität von ß-Amylase und AmyloglucosidaSe beeinflusst. Immerhin

stören diese Enzyme bei der Bestimmung der dextrinogenen Aktivität

weniger, da sie das Stärkemolekül von den Enden her abbauen.

Durch die Bestimmung des Verhältnisses von dextrinogenem zu saccha-

rogenem Vermögen hat man eine Möglichkeit, auf das Vorhandensein

saccharogener Enzyme neben dextrinogenen Enzymen zu schliessen (9, 45).
Eine quantitative Erfassung der einzelnen Enzyme ist aber nicht möglich.

Eine Methode, welche die Bestimmung von a-Amylase in Gegenwart
von ß-Amylase erlaubt, ist von Sandstedt et al. (62) ausgearbeitet worden.

Sie ist auf der Feststellung begründet, dass die Dextrinisierungszeit eines

Gemisches von a-Amylase und ß-Amylase durch Zusatz einer genügend
grossen Menge ß-Amylase nicht mehr durch weitere Zugabe des letzt¬

genannten Enzyms verkürzt wird. Zu unbekannten Gemischen von a- und

ß-Amylase setzt man somit eine bestimmte Menge ß-Amylase zu, so dass

der Sättigungswert sicher erreicht wird. Die Dextrinisierungszeit der a-

Amylase berechnet sich dann durch Zuschlag eines der gemessenen Dex¬

trinisierungszeit proportionalen Betrages.
Die rein chemischen Eigenschaften der in Frage kommenden Enzyme

sind auch noch nicht genügend bekannt, um auf diesen brauchbare Me¬

thoden der Aktivitätsbestimmung aufbauen zu können. So unterscheiden

sich a- und ß-Amylase wohl in ihrer Empfindlichkeit gegenüber Hitze und

Säure (51): a-Amylase ist besonders pH-empfindlich, während ß-Amylase
hitzeempfindlicher ist. Diese Eigenschaften wurden bisher nur für präpara-
tive Zwecke herangezogen (42, 43); es ist aber nicht ausgeschlossen, dass

auch für analytische Zwecke diese Eigenschaften ausgenützt werden

könnten.

Es ist zu beachten, dass die letztgenannte und die von Sandstedt et al. (62)
angegebene Methode an Gersten-Amylasen ausgearbeitet worden sind.

Ob sie auch für Enzyme von Aspergillus flavus-oryzae anwendbar sind,
wäre noch zu prüfen. Dieser Pilz bildet auch nicht nur zwei Enzyme, was

die Verhältnisse noch komplizierter erscheinen lässt.

Um einwandfreie Bestimmungsmethoden zur Analyse eines Enzym¬
gemisches auszuarbeiten, müssen auf Grund der angestellten Überlegungen

1. Methoden vorhanden sein, welche eine Verschiebung des relativen

Anteils der einzelnen Enzymkomponenten erkennen lassen, und

2. die betreffenden Enzyme in gereinigter Form gewonnen werden,
damit ihre Eigenschaften bezüglich Hydrolysemechanismus und die rein

chemisch-physikalischen Charakteristika untersucht werden können.

Es wurde in dieser Arbeit versucht, den erwähnten Anforderungen
Rechnung zu tragen, und zwar durch die Überprüfung und den Ausbau

vorhandener Aktivitätsbestimmungsmethoden und durch Trennungs¬
versuche an Ionenaustauschern, um eine Reinigung der Enzyme zu erzielen
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212. Einige Methoden %itr Bestimmung der diastatiscben Aktivität

Gemäss den Eigenschaften der beschriebenen Enzyme kann man fol¬

gende Methoden zur Aktivitätsbestimmung verwenden:

1. Bestimmung der optischen Drehung,
2. Bestimmung der Viskosität,
3. Bestimmung der Jod-Stärke-Färbung,
4. Bestimmung der reduzierenden Gruppen.

Die Bestimmung der optischen Drehung wäre für die Ermittlung der

Aktivität reiner ß-Amylase oder reiner Amyloglucosidase geeignet. In

einem Gemisch kann aber die Aktivität der Komponenten einzeln nicht

ohne weiteres ermittelt werden. Es sind zudem sehr klare Lösungen not¬

wendig, und die Methode ist für serienmässige Untersuchungen weniger
geeignet.

Viskositätsmessungen und die Bestimmung der Jod-Stärke-Färbung
können für die Ermittlung des Dextrinisierungsvermögens herangezogen
werden.

Die Methode der Bestimmung der freigesetzten reduzierenden Gruppen
kann für alle Enzyme angewandt werden, wobei aber für Maltase und

Grenzdextrinase nicht die Stärke selbst, sondern deren Abbauprodukte,
nämlich Maltose bzw. niedermolekulare Dextrine und Oligosaccharide mit

<x-l,6-Bindungen, als Substrat dienen.

Nachfolgend werden einige Methoden beschrieben, welche auf ihre

Eignung zur Bestimmung der dextrinogenen und saccharogenen Aktivität

geprüft wurden.

2121. Bestimmung des Dextrinisierungsvermögens

Wie bereits erwähnt, eignet sich für diese Bestimmung entweder eine

viskosimetrische Methode, oder eine solche, mit welcher die Abnahme der

Färbbarkeit der Stärke mit Jod gemessen wird.

Auf die Anwendung einer viskosimetrischen Methode wurde vorder¬

hand verzichtet, da unter Umständen auch andere Enzyme die Viskosität

eines Stärkekleisters erniedrigen können, z.B. die Phosphatasen, welche die

esterartig gebundene Phosphorsäure der Kartoffelstärke abspalten (45).
Die viskosimetrischen Messungen sind allgemein auch nicht so beliebt,
da die Reproduzierbarkeit der Messungen in starkem Masse von der Her¬

stellung des Stärkekleisters abhängig ist (44, 45, 30).
Von den Methoden, bei welchen die Jod-Stärke-Färbung als Mass für

das Dextrinisierungsvermögen genommen wird, sind es insbesondere die

Modifikationen der Wohlgemuth-Methode (76), welche eine weit verbreitete

Anwendung gefunden haben (4, 28, 31, 59, 60, 62, 69). Im Prinzip bestehen

sie darin, die Zeit zu bestimmen, die es braucht, bis entweder die Jod-
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Stärke-Färbung vollständig negativ ausfällt, oder bis die Färbung irgend¬
einen charakteristischen Farbton angenommen hat (in der Folge mit Dex¬

trinisierungszeit bezeichnet).
Bernfeld und Fuld (8) haben eine ebenfalls auf diesem Prinzip beruhende

Methode ausgearbeitet. Sie besteht darin, die Wirkung der Amylase nach

3 Minuten Reaktionszeit zu unterbrechen und die sich entwickelnde Färbung
nach Zusatz von Jod mit einer künstlichen Farbskala zu vergleichen. Diese

Methode konnte aber nicht als befriedigend angesehen werden, da die

Übereinstimmung der Farbtöne zu wünschen übrig liess.

In der vorliegenden Arbeit wurde noch eine Methode ausgearbeitet, mit

welcher die Jod-Stärke-Färbung spektrophotometrisch über den ganzen
Reaktionsverlauf verfolgt wird. Auf diese Weise ist es möglich, etwas über

die Kinetik des Stärkeabbaus des betreffenden Enzyms oder Enzymgemi¬
sches in Erfahrung zu bringen, was unmöglich ist, wenn man nur einen

Punkt der Abbaukurve berücksichtigt, wie es bei der Bestimmung der

Dextrinisierungszeit geschieht. An Hand kinetischer Studien soll es möglich
sein, entscheiden zu können, ob ein bestimmtes Enzym im untersuchten

Amylase-Gemisch vorhanden ist oder nicht. Darüber hinaus kann die

Aktivitätsbestimmung mit grösserer Genauigkeit durchgeführt werden,
da für die Berechnung mehrere Punkte der Abbaukurve berücksichtigt
werden können.

Zusammenstellung der Reagenslösungen,

welchefür die Bestimmung des Dextrinisierungsvermögens gebraucht wurden

1) Vorratsjodlösung (62): 11 g Jod und 22 g Kaliumjodid werden in 500 m

Wasser gelöst.

2) Verdünnte Jodlösung A (62): 15 ml der Jodvorratslösung und 20 g Kalium¬

jodid werden in 500 ml Wasser gelöst.

3) Verdünnte Jodlösung B (62): 2 ml der Vorratsjodlösung und 20 g Kalium¬

jodid werden in 500 ml Wasser gelöst.

4) Verdünnte Jodlösung C: 100 ml Jodlösung B werden mit Wasser auf 500 ml

aufgefüllt.

5) Farbstandard I (62) : 0,6 g Dextrin Merck werden in wenig Wasser suspendiert
und hierauf in ca. 900 ml siedendes Wasser gegossen. Nach dem Abkühlen

wird auf 1 Liter ergänzt. Die Lösung wird mit einigen ml Toluol oder Xylol
konserviert und ist so für viele Wochen gut haltbar. Für die Standardfarb¬

vergleiche wird 1 ml der Dextrinlösung in ein Reagensglas pipettiert, das den

gleichen Durchmesser hat wie diejenigen Röhrchen, welche für die Bestim¬

mung der Jod-Stärke-Färbung verwendet werden. Sodann werden 5 ml der

Jodlösung B zugesetzt.

6) Farbstandard II (59,60): 20 g CoCla • 6 HzO
3 g K2Cr207
10 ml HCl, 0,1 n

H20 ad 100 ml

6 ml dieser Lösung werden in ein Reagensglas pipettiert, das den gleichen
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Durchmesser hat wie diejenigen Rohrchen, die fur die Bestimmung der Jod-
Starke-Farbung verwendet werden

7) Starkelosung (62) 10 g Starke (Qualltat ist jeweils angegeben) werden in ca

30 ml Wasser suspendiert und in ca 750 ml siedendes Wasser gegossen, die

zurückgebliebenen Starketeilchen werden mit 2 Portionen von ca 20 ml

Wasser ebenfalls in die kochende Starkelosung übergespült Das Wasser soll

beim Hineinleeren der Starkesuspension nicht aus dem Sieden kommen

Nach 2 Minuten weiterem Kochen wird die Losung mit Leitungswasser auf

20° abgekühlt und nach Pufferung im Messkolben auf 1000 ml aufgefüllt
Es sollen nur frische Starkelosungen verwendet werden

8) Amyloselosung (5, 35, 36) 2 g Maisstarke werden in 5 ml Wasser suspendiert
und sehr langsam zu 100 ml Wasser von 72° C gegeben Die Temperatur wird

wahrend 30 Mm bei 68° bis 72° C gehalten, und die Starke wird durch wieder¬
holtes Ruhren am Absetzen verhindert Anschliessend wird mit fliessendem
I citungswasser abgekühlt, und die Suspension wird zentrifugiert, bis die

überstehende Losung klar ist (10 Minuten, 3000 U/Min ) Die klare Amvlose-

losung wird 5- bis lOmal verdünnt, nachdem die Pufferung auf das gewünschte
pH erfolgt ist Die Losung soll fur enzymatische Untersuchungen nicht alter

sein als 24 Stunden

9) Pufferung der Starke- und Amvloselosung

a) Pufferung auf pH 6 (28) Von einer Puffervorratslosung, welche 0,84 g

K2HPO, • 3 H20 und 4,0 g KH2P04 im Liter enthalt, werden 50 ml pro
Liter herzustellender Starke- bzw Amyloselosung zugegeben

b) Pufferung auf pH 5,7 Pro Liter herzustellender Starke- bzw Amylose¬
losung werden unter Schuttein 100 ml NaOH In zugegeben, und der pH-
Wert 5,7 wird mit einer ca 2 m Zitronensaurelosung eingestellt

Bestimmung der Dextrimsierungs^eit (vgl 62, 69)

Ausfuhrung In ein dickwandiges Reagensglas (Fassungsvermögen etwa 60 ml)
werden 20 ml Starkelosung gegeben und in einem Wasserbad, versehen mit Um¬

wälzpumpe und Kontaktthermometer, auf die gewünschte Temperatur gebracht
(am zweckmassigsten 20° C) 10 ml einer ebenfalls auf 20°C temperierten Enzym¬
losung werden hinzupipettiert, die Zeit auf einem Chronometer gestoppt und die

Reaktionslosung sofort gemischt Von Zeit zu Zeit wird 1 ml der Enzym-Starke-
Losung zu 5 ml der Jodlosung B gegeben und die sich entwickelnde Färbung vor

einem hellen Hintergrund mit dem gewählten Farbstandard verglichen Nähert

sich die Farbintensitat der zu prüfenden Losung derjenigen des Farbstandards,
so werden entsprechend der notwendigen Genauigkeit häufiger Proben ent¬

nommen

Es wurde an Enzympraparaten des Handels und an frischem Enzym¬
extrakt aus Kleie, die mit Aspergillus flavus-oryzae vergoren war, geprüft,
ob zwischen dem reziproken Wert der Dextnnisierungszeit und der Enzym¬
konzentration Lineantat herrscht.

a) Versuche mit En^ympraparat „Diastase B. D. H."

Versuchsbedingungen :

Zulkowski-Starke, 10 g/1, auf pH 6,0 gepuffert,
Farbstandard I.
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Aus Tabelle 1 ist ersichtlich, dass im Bereich von 10 bis 100 mg Dia¬

stase die Enzymkonzentration dem reziproken Wert der Dextrimsierungs¬
zeit proportional ist, weil das Produkt a x t im Rahmen des Analysenfehlers
konstant ist. Die Eichgerade ist in Fig. 1 dargestellt.

b) Versuche mit En^jmpraparat „Poltdase-S, Schwarz"

Versuchsbedingungen •

Zulkowski-Starke, 10 g/1, aufpH 6,0 gepuffert,
Farbstandard I.

Die Versuchsergebmsse sind in Tabelle 2 aufgeführt. Die Konstanz des

Produktes axt lasst erkennen, dass fur 1 bis 10 mg Enzympraparat Propor¬
tionalität zwischen dem reziproken Wert der Dextrimsierungszeit und der

Enzymkonzentration herrscht (vgl. auch Fig. 1).

sc

/Extrakt

ß Polidost-S

Z 600

500

/S Diastas« B.0.H

400 "

°/

000

200
j

100 Je/

20 40 60 80 100 mg Diastase BOH

Fig 1. Abhängigkeit der Dextri¬

msierungszeit von der

Enzymkonzentration bei

verschiedenen Diastase -

2 4 6 8 10 mg Pohdase-S Präparaten

ml Extrakt r

c) Versuche mit frischem Enzymextrakt aus einer Klete-Kultur von Aspergillus fiavus-

oryzae

Versuchsbedingungen :

B. D. H.-Starke, aufpH 5,7 gepuffert,
Farbstandard II.

Auch hier zeigt sich, dass über einen grossen Bereich (von / = 1,5 bis

150 Minuten) die Dextrimsierungszeit und die Enzymkonzentration knear

voneinander abhangig sind (Tabelle 3, Fig. 1).
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Tabelle 1

Die Abhängigkeit der Dextrinisierungszeit von der Enzymkonzentration
Enzympräparat „Diastase B. D. H."

a t 1/t axt

100 2,25 0,44 225

50 4,25 0,23 212

20 10,75 0,093 215

10 22,50 0,044 225

a =» mg Enzym in 30 ml Enzym-Stärke-Gemisch,
t = Dextrinisierungszeit in Minuten.

Tabelle 2

Die Abhängigkeit der Dextrinisierungszeit von der Enzymkonzentration
Enzympräparat „Polidase-S"

a t 1/t axt

100 0,5-0,75 ~1,6 ~60

50 0,5-0,75 ~1,6 ~30

20 1,1 0,91 22

10 1,5 0,66 15

5,0 2,75 0,36 13,6
2,0 7,0 0,14 14

1,0 14,5 0,069 14,5
0,5 23 0,043 11,5

a = mg Enzym in 30 ml Enzym-Stärke-Gemisch,
t = Dextrinisierungszeit in Minuten.

Tabelle 3

Die Abhängigkeit der Dextrinisierungszeit von der Enzymkonzentration
Frischer Enzymextrakt von Aspergillus flavus-oryzae

a t 1/t axt

10 1,5 ± 0,1 0,667 15 ±1

5,0 3,0 ± 0,1 0,333 15 ± 0,5
2,5 6,0 ± 0,2 0,167 15 ± 0,5
1,0 15 ± 0,5 0,0667 15 ± 0,5
0,5 30 ±1 0,0333 15 ± 0,5
0,25 60 ±2 0,0167 15 ± 0,5

0,10 150 ±5 0,00667 15 ± 0,5

a = ml Original-Enzymextrakt pro 30 ml Enzym-Stärke-
Mischung,

t = Dextrinisierungszeit in Minuten.
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d) Einheiten der dextrinogenen Aktivität

Die mit der unter c) beschriebenen Methode bestimmte Aktivität wird

Ca bezeichnet, und die Einheiten werden in der Folge als —1000 gewählt,
t

wobei / die Reaktionszeit in Minuten ist.

e) Einfluss der Stärkequalität auf die Dextrinisierungszeit
Obschon die Bedeutung der Stärkequalität für enzymatische Unter¬

suchungen nur an zwei Präparaten untersucht wurde, zeigen die nach¬

folgenden Zahlen doch, dass die Dextrinisierungszeit in empfindlicher Weise
von der Stärkequalität beeinflusst werden kann.

Stärkequalität Dextrinisierungszeit
B.D.H. 2,5 Minuten

Bender & Hobein 1,25 Minuten

Für enzymatische Untersuchungen ist es somit zu empfehlen, immer

das gleiche Präparat, und zwar von guter Markenqualität zu verwenden,
um die Reproduzierbarkeit zu garantieren.

Verfolgung des Stärke- und Amyloseabbaus durch spektro-
photometrische Bestimmung der Jod-Stärke- (bzw. -Amylose-)
Färbung

a) Wahl der Reagenslösungen
Die Jod-Stärke-Färbungen, wie sie von 1 %igen Stärkelösungen erhalten

werden, sind zu Beginn des enzymatischen Abbaus für eine spektrophoto-
metrische Bestimmung viel zu dicht. Diese müssten etwa 10 mal verdünnt

werden, um in einen messbaren Bereich zu gelangen. Es erschien praktischer,
verdünntere Stärkelösungen zu wählen, damit die erhaltene Färbung (1 ml

Enzym-Stärke-Lösung -f 5 ml Jodlösung) ohne weitere Verdünnung gut
messbar sei.

Die Methode wurde vorerst an Amylose-Lösungen ausprobiert. Durch

die Anwendung von Amylose ist der Vorteil gegeben, ein einheitliches

Enzymsubstrat zu besitzen. Da ß-Amylase die Amylose vollständig abbaut,
kann auch die Aktivität dieses Enzyms mit der Jod-Amylose-Färbung
spektrophotometrisch, und zwar vielleicht besser als mit der Jod-Stärke-
Färbung, bestimmt werden.

Die Jodlösung B erzeugt eine sofortige Ausflockung der verdünnten

Amyloselösung (blauer Niederschlag). Durch weitere Verdünnung dieser

Jodlösung wurde erreicht, dass die Ausflockung nicht vor einer halben

Stunde eintritt und sich somit nicht störend bei der Messung auswirkt.

Tritt Ausflockung ein, bevor die Messung stattfindet, so kann der Nieder¬

schlag wieder aufgewirbelt und homogen verteilt werden. In Tabelle 4 wird

gezeigt, dass bei Anwendung von 10 ml einer 5 mal verdünnten Jodlösung B

(= Jodlösung C) und 2 ml Amyloselösung der Anteil von Amylose min¬

destens so gross sein darf, dass ein Extinktionswert von 1,2 erreicht wird.

Aus der Konstanz des Produktes Extinktionswert X Verdünnungsgrad
geht hervor, dass das Lambert-Beer'sche Gesetz erfüllt ist.
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Tabelle 4

Farbintensität der Jod-Amylose-Färbung als Funktion der Amylosekon^entration

V 4 10 20 40 100 200

E

VxE

1,20

4,80
0,480

4,80

0,240
4,80

0,122

4,88

0,048
4,80

0,025
5,00

V = Verdünnungsgrad der Amyloselösung,
E = Extinktion, gemessen im Beckman-Spektrophoto-

meter bei 625 m|x, 10 mm Kuvette, Schlitz 0,05 mm.

Vergleichslösung = 5 ml Jodlösung C + 1 ml HaO.

b) Stabilität der Jod-Amylose-Färbung

Die Stabilität der Färbung wurde untersucht mit und ohne Zusatz von

Enzym. In beiden Fällen blieb die Farbintensität innerhalb 90 Minuten

konstant.

Versuchsbedingungen :

a) 15 ml Jodlösung C + 1 ml H20 + 2 ml Amyloselösung,
b) 15 ml Jodlösung C + 1 ml Enzymlösung (1 mg „Polidase-S" pro

100 ml) -\- 2 ml Amyloselösung.
Extinktion nach Minuten: 8 30 90

a) 0,456 0,455 0,442

b) 0,456 0,455 0,442

Bei grösseren Enzymkonzentrationen wurden gelegentlich Instabilitäts¬

erscheinungen beobachtet. In diesen Fällen wurde möglichst sofort nach

der Probenahme gemessen.

Fig. 2. Absorbtionsspektren
der Jod-Amyloseund

Jod-Stärke-Färbung.

1.4

y^^\
i= 1.2
o

c f ^yStörke \ Amylose

£ 1.0 4 \

o.s

0.6 Jy

0.4 jP

0.2

—— 1
_____

' 1 L_

mp
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c) Verfolgung des Amyloseabbaus

Nach verschiedenen Zeiten der Einwirkung von 10 ml Enzymlosung
(„Polidase-S", 1 mg/10 ml) auf 20 ml Amyloselosung wurden die Spektren
der Jod-Amylose-Farbung aufgenommen. Wie aus Fig. 3 ersichtlich ist, geht
mit einer absoluten Abnahme der Farbintensität eine Verschiebung des Ab-

sorbtionsmaximums von 615-625 mn (vgl. Fig. 2) nach 540-550 m(t einher.

ftSMin

Fig 3. Absorbtionsspektren
der Jod-Amylose-Fär-

bung, nach verschie¬

denen Reaktionszei¬

ten von Enzymprä¬

parat Poüdase-S mit

my Amylose

Einfluss der Enzymkonzentration auf den Amyloseabbau

Versuchsbedingungen :

Enzymlosung : Bierwürze, vergoren mit Aspergillus flavus-oryzae,
10 ml, enthaltend 1-10 ml unverdünnte Bierwürze,

Amyloselosung: 10mal verdünnt, auf pH 6,0 gepuffert, 20 ml,

Temperatur: 20°C,
1 ml Proben wurden entnommen und zu 5 ml Jodlosung C gegeben.

Die Extinktionswerte im Absorbtionsmaximum (festgestellt durch zwei

bis vier Messungen) der Jod-Amylose-Farbung, welche nach verschiedenen

Zeiten des Abbaus erhalten wurden, sind in Fig. 4 dargestellt. Es ist er¬

sichtlich, dass anfänglich eine Abnahme der Farbintensitat erfolgt, welche

der Zeit proportional ist. Diese Messungen wurden nur bis zu etwa 50%
des Ausgangswertes durchgeführt. Spatere Messungen zeigten, dass man

bis zu 65-70% Abbau (35-30% des Ausgangswertes) lineare Kurven erhalt.
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Fig. 4. Amyloseabbau bei verschiedenen Konzentrationen von Aspergillus flavus-otyzae-
Diastase. Darstellung der Jod-Amylose-Fätbung nach verschiedenen Reaktionszeiten.

Die mit dieser Methode bestimmte dextrinogene Aktivität, mit Co

bezeichnet, berechnet sich aus den Mittelwerten, welche sich ergeben aus

Abnahme der Extinktion dividiert durch die entsprechende Reaktionszeit.

In Tabelle 5 sind die bei verschiedenen Enzymkonzentrationen bestimmten
eD-Werte dargestellt.

Tabelle 5

Dtxtrinisierungsvermögen als Funktion der En%jmkon%entration

spektropbotometrische Methode

a 1 2 5 10

fßxlOOO 0,838 1,48 3,90 7,90
'a*1000

0,838 0,740 0,780 0,790
a

a = ml unverdünnte vergorene Bierwürze (Aspergillus
flavus-oryzae) in 30 ml Enzym-Amylose-Mischung

<T> = dextrinogene Aktivität.

Aus der approximativen Konstanz von cD/a und aus Fig. 5 geht hervor,
dass zwischen der Enzymkonzentrationund dem Dextrinisierungsvermögcn
Proportionalität herrscht.

Die vorliegende Methode lässt etwas über den Mechanismus des Abbaus

erkennen. So sind die Abbaukurven von Amylose mit Gersten-a-Amylase
weit davon entfernt, linear zu sein, auch nicht, wenn die Stärke nur bis zu

20% (gemessen an der Jod-Amylose-Färbung) abgebaut ist, wie es Fig. 6

zeigt. Man hat hier somit eine Möglichkeit, zwischen Amylasen verschie¬

dener Herkunft zu unterscheiden.

Die Berechnung der Aktivität gestaltet sich bei diesem Reaktions¬

mechanismus schwieriger. Es zeigte sich, dass bei Anwendung frischer
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ml Enzymlosung

Fig. 5. Darstellung der dextrin-

ogenenAktivität als Funk¬

tion der Enzymkonzen¬
tration (Tangenswerte für

verschiedene Enzymkon¬
zentrationen aus Fig. 4).

Fig. 6. Amyloseabbau bei verschiedenen Konzen¬

trationen von Gersten-a-Amylase (Mann).

Darstellung der Absorbtionsmaxima der

Jod-Amylose-Färbungnach verschiedenen

Reaktionszeiten.
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Fig. 7. 'Amyloseabbau mit

Gersten- ß-Amylase.

Darstellung der Ab-

sorbtionsmaxima der

Jod-Amylose-Fàr-

bung nach verschie¬

denen Reaktionszei-

0.6

02

Amyloselösungen unbekannte Gersten-a-Amylaselösungen noch genau
bestimmt werden können, wenn die Aktivität der zu prüfenden Lösung
nicht um bedeutend mehr als 50% von der Aktivität einer Vergleichs¬
lösung abweicht. Die Berechnung geschieht in der Weise, dass für die

unbekannte Enzymlösung und für die Standardlösung die Zeit bestimmt

wird (durch graphische Interpolation), die es braucht, bis ein bestimmter

Grad des Abbaus erreicht ist. Der reziproke Wert dieser Zeit ist ein Mass

für die Aktivität.

Während bei den a-Amylasen mit der Abnahme der Farbintensität auch

eine Verschiebung des Absorbtionsmaximums einhergeht, wird durch die

ß-Amylasen nur die Intensität der Jod-Amylose-Färbung vermindert. So

wurde durch Gersten-ß-Amylase die in Fig. 7 dargestellte Abbaukurve

erhalten; dabei blieb das Absorbtionsmaximum immer konstant bei 615 bis

625 my..

d) Verfolgung des Stärkeabbaus

Der Abbau einer 0,l%igen Stärkelösung wurde ebenfalls nach dieser

spektrophotometrischen Methode untersucht und in Fig. 8 und 9 dar¬

gestellt.

Versuchsbedingungen:

Stärkelösung : B. D. H., ungepuffert, 20 ml,

Enzymlösung: Aspergillus flavus-oryzae-Diastase (aus Kleiekultur);
Eluat von Ionenaustauscher, mit 0,2 m Na-Acetat,
pH 5,9 gepuffert, 10 ml,

Temperatur: 20° C,
1 ml Proben wurden entnommen und zu 5 ml Jodlösung C gegeben.
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W

J),5Mh>. Fig. 8. Absorbtionsmaxima def

Jod-Stärke-Färbung nach
verschiedenen Reaktions¬

zeiten einer 0,l%iger»

Stärkelösung mit Asper¬

gillus flavus-oryiae-Dia-
stase.

450 500 550 600 650 750 my

Fig. 9. Absorbtionsmarima der

Jod-Stärke-F&rbung (von
Fig. 8) in Abhängigkeit
von der Reaktionszeit.

Es ist ersichtlich, dass der Abbau summarisch ebenfalls linear erfolgt;
es scheint, dass die Streuungen etwas grösser sind als bei Anwendung von

Amylose. Eine sehr kleine Verschiebung des Absorbtionsmaximums der

jod-Stärke-Färbung findet statt, und zwar von 575-580 mji auf 560-570 mfx.

Das Dextrinisierungsvermögen cd, berechnet sich zu 0,041. Der Ver¬

such mit der gleichen Enzymlösung auf Amylose ergab einen fo-Wert

von 0,0455. Die Differenz darf wohl auf Analysenstreuung zurückgeführt
werden.
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2122. Bestimmung des Verzuckerungsvermögens

Bekanntlich fusst diese Methode der Aktivitätsbestimmung auf der

Erfassung der durch die Enzyme freigesetzten reduzierenden Gruppen.
Deshalb wurden vorerst einige Methoden geprüft, welche der Erfassung
reduzierender Zucker dienen.

a) Metboden zur Bestimmung von Glucose und deren polymeren Homologen

Methode nach Sumner

Die von Sumner ausgearbeitete (66) und von verschiedenen Autoren

angewendete Methode (49, 26) schien für serienmässige Aktivitätsbestim¬

mungen sehr geeignet. Sie besteht darin, alkalische 3,5-Dinitrosalizylsäure
auf die Zucker bei erhöhter Temperatur einwirken zu lassen und die dabei

gebildete 3-Amino, 5-Nitrosalizylsäure (26) zu kolorimetrieren. Aus der

Literatur (26) ist ersichtlich, dass das Absorbtionsmaximum des gebildeten
Farbstoffs bei 480 m^ liegt. Für die Zuckerbestimmungen werden aber

meist Wellenlängen von 540-530 m^ verwendet. Um von der Wahl des

besten Bereiches überzeugt zu sein, wurden Eichkurven für Glucose und

Maltose für Wellenlängen von 500-560 mjj. aufgenommen. Diese sind in

Fig. 10 und 11 dargestellt.
Bei Anwendung von Glucose als Testsubstanz herrscht Linearität zwi¬

schen Extinktion und Zuckerkonzentration (für 0,1-2 mg Glucose/ml) bei

Fig. 10. Bestimmung von Glucose

nach der Sumner-Methode.

Extinktion als Funktion der

Zuckerkonzentration bei ver¬

schiedenen Wellenlängen.

540 mft
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4 S

mg MaltosexHjO

Fig. 11. Bestimmung
von Maltose

nach der

Sumner-

Methodc.

Extinktion

als Funktion

der Zucker¬

konzentra¬

tion bei ver¬

schiedenen

Wellenlängen

den Wellenlängen von 520 m^ und darunter. Für Messungen bei 500 mn sind

die Färbungen oberhalb etwa 1,5 mg Glucose/ml zu dicht und können nicht

mehr gemessen werden. Diese Lösungen müssen noch weiter verdünnt

werden, um in einen günstigen Bereich zu gelangen.

Die Geraden bei 3 verschiedenen Wellenlängen ergeben folgende
Gleichungen:

500 mn x = 0,554 x Ext. + 0,054 (0,1-1 mg Glucose/ml)
520 mu x = 0,887 x Ext. + 0,054 (0,1-2 mg Glucose/ml)
540 mix x = 1,65 xExt. + 0,047 (0,1-2 mg Glucose/ml)

x = mg Glucose/ml
Ext. = gemessener Extinktionswert mit einer

10 mm Küvette.
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Maltose ergab bei allen untersuchten Wellenlängen lineare Beziehungen
zwischen 1-5 mg Maltose x HaO/ml. Diese Geraden gehen aber durch den

Ursprung. Ober- und unterhalb der angegebenen Konzentration herrscht

keine lineare Beziehung, wie es Fig. 11 und das Verhältnis von Extinktion

zu Maltosekonzentration in der Tabelle 6 zeigen.

Tabelle 6

Bestimmung von Maltose nach der Sumner-Methode

Darstellung des Verhältnisses von Extinktion zu Maltosekonzentration
bei verschiedenen Wellenlängen

Maltose Wellenlänge m[A

mg/ml 500 520 540 560

0,2 0,67 0,50 0,29 0,150
0,5 1,03 0,67 0,37 0,188
1,0 1,17 0,74 0,406 0,204
2,0 1,13 0,78 0,417 0,211
5,0 1,22 0,77 0,416 0,212

10,0 1,10 0,71 0,381 0,192

Die Farblösungen, welche sich bei Maltosekonzentrationen von 5 und

10 mg/ml ergaben, wurden 60 mal verdünnt (statt 6 mal wie in der nach¬

folgend beschriebenen Anleitung) ; ebenso die Farblösung des Blindwertes,
um in einen messbaren Bereich zu gelangen. Dies war notwendig ins¬

besondere für Wellenlängen unter 540 my..

Ausführung (49) :

1 g 3,5-Dinitrosalizylsäure wird mit einigen Tropfen Wasser befeuchtet und

unter Umschwenken mit 20 ml 1 n NaOH versetzt. Die Lösung wird sodann mit

ungefähr 50 ml Wasser verdünnt. Nach vollständiger Auflösung der Dinitro-

salizylsäure werden 30 g Seignette-Salz zugegeben, die Lösung auf 100 ml ergänzt
und anschliessend durch einen Jenaer Glasfilter filtriert. Das Reagens ist unter

Abschluss von Kohlensäure aufzubewahren.

Die Zuckerbestimmung wird ausgeführt, indem 1 ml Zuckerlösung zu 1 ml

Reagens gegeben wird. Die Mischung wird während 5 Minuten in einem siedenden

Wasserbad erhitzt und anschliessend in fliessendem Leitungswasser gekühlt. Nach

Zugabe von 10 ml Wasser wird bei 540 mu. kolorimetriert, und zwar unter Ver¬

wendung einer Vergleichsprobe, welche genau wie eben beschrieben behandelt

wurde, mit dem Unterschied aber, dass statt 1 ml Zuckerlösung 1 ml Wasser zu¬

gesetzt wird.

Die Messung geschieht am besten bei 540 m(i, da bei dieser Wellenlänge
die Bestimmung genügend empfindlich ist; eine Verdünnung grösser als

6 mal ist dann bei hohen Zuckerkonzentrationen nicht notwendig. Wird

die Reaktionslösung im unverdünnten Zustand nach der Erhitzung auf¬

bewahrt, dann ist die Färbung mindestens 24 Stunden stabil.
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Methode nach Willstätter und Schudel (75), Ausführung nach

der Originalvorschrift

Während mit der beschriebenen Methode von Sumner nicht der effektive

Hydrolysegrad gemessen werden kann, weil für jeden Zucker und jedes
Oligosaccharid der Stärkeabbauprodukte eine andere Eichkurve erhalten

wird, soll es nach Angaben aus der Literatur mit der Willstätter-Schudel-

Methode möglich sein, die beim Stärkeabbau freigesetzten reduzierenden

Gruppen in stöchiometrischem Verhältnis zu bestimmen. Das Prinzip
besteht darin, Natriumhypojodit auf die Zuckerlösung bei Zimmertempera¬
tur einwirken zu lassen und den Verbrauch an Jod zu messen, der durch die

Oxydation der Aldehydgruppe zur Carboxylgruppe stattfindet.

Ausführung:

Zu 10 ml Zuckerlösung wird etwa der \y2- bis 4fache Überschuss an 0,1 n

Jodlösung gegeben. Anschliessend wird unter Umschütteln tropfenweise die

lj4fache Menge an 0,1 n NaOH zugesetzt. Nach einer Reaktionszeit von 15 Mi¬

nuten, bei sehr kleinen Konzentrationen besser 20 Minuten, bei Zimmertempera¬
tur wird mit Schwefelsäure schwach angesäuert und der Verbrauch an Jod durch

Rücktitration des Überschusses mit 0,1 bis 0,01 n Natriumthiosulfatlösung ge¬

messen. Der Titer der Jodlösung wird eingestellt, indem 10 ml Wasser statt

Zuckerlösung mit Jod und NaOH wie beschrieben versetzt werden.

Die Methode wurde geprüft an reinen Glucose- und Maltoselösungen.
Die Ergebnisse sind in Tabelle 7 und 8 dargestellt.

Tabelle 7

Bestimmung von Glucose nach Willstätter-Scbudel

(Ausführung nach der Originalvoischrift)

Glucose

uMol 505 101 50,5 25,2 10,1 5,05

Jod verbr.

Aeq./Mol 2,07 2,09 2,02 2,09 2,00 2,14

Mittelwerte aus 2 Bestimmungen

Aus den Ergebnissen in Tabelle 7 berechnet sich ein mittlerer Verbrauch

von 2,07 Aeq. Jod pro Mol Glucose. Die stöchiometrische Beziehung über

den untersuchten Bereich von 0,00505 bis 0,505 mMol Glucose/10 ml ist

somit gesichert.

Aus den Zahlen der Tabelle 8 berechnet sich der mittlere Verbrauch an

Jod zu 1,93 Aeq. pro Mol Maltose. Man kann somit auch im Falle von

Maltose annehmen, dass die stöchiometrische Beziehung gilt.
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Tabelle 8

Bestimmung von Maltose nach Wtllstdtter-Scbudel

(Ausfuhrung nach der Onginalvorschrift)

Maltose

liMol 278 55,6 27,8 13,9 5,56 2,78

Jod verbr.

Aeq./Mol 1,92 1,91 1,97 1,90 1,91 1,98

Mittelwerte aus 2 Bestimmungen

Bei dieser Methode ist das genaue Einhalten der Arbeitsvorschrift sehr

wichtig. Die richtige Dosierung von Natronlauge ist beispielsweise von

grosser Bedeutung; dies ist wohl an reinen Zuckerlosungen gut durchzu¬

fuhren, aber bei Anwendung von Kultursubstraten und verschieden stark

gepufferten Losungen ist es schon schwieriger. In der Tat wurde festgestellt,
dass unter solchen Bedingungen die Ergebnisse weniger gut reproduzierbar
waren. Deshalb wurde versucht, durch Anwendung eines alkalischen Puffers

diese variablen Einflüsse auszuschalten. Die Anwendung eines 0,2 m
Natriumcarbonat-bicarbonat-Puffers wurde schon von Auerbach und Bod-

lander (1) vorgeschlagen.

Methode nachWills tatter und S chu del, modifizier te Au s fuhrung

Zu 10 ml Zuckerlosung wird das 2- bis 4fache der stochiometrisch notwen¬

digen Menge an 0,1 n Jodlosung gegeben Bei Glucose- und Maltosemengen von

etwa 0,015 mMol und darunter ist das 4- bis 5fache an Jodlosung notwendig Es

wird die gleiche Menge 0,5 m Natriumcarbonatlosung wie Jodlosung zugesetzt;

zutropfeln ist nicht notwendig, wie bei der Anwendung von Natronlauge. Nach

35 bis 40 Minuten Reaktionszeit bei Zimmertemperatur wird mit Schwefelsaure

schwach angesäuert und mit 0,1 bis 0,01 n Thiosulfatlosung unter Anwendung
von Starke zurucktitriert

Tabellen 9 und 10 zeigen die Ergebnisse bei Anwendung von Glucose

b7w. Maltose als Testsubstanz.

Tabelle 9

Bestimmung von Glucose nach Willstatter-Schudel

(modifizierte Ausfuhrung)

Glucose

(xMol 505 75,7 30,3 10,1 5,05

Jod verbr.

Aeq/Mol 2,04 2,03 1,88 1,81 1,98

Mittelwerte aus 2 Bestimmungen
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Tabelle 10

Bestimmimg von Maltose nach Willstätter-Schudd

(modifizierte Ausführung)

Maltose

(xMol 139 55,6 5,56 2,78

Jod verbr.

Aeq./Mol 1,94 1,92 1,80 1,87

Mittelwerte aus 2 Bestimmungen

Es wurde gefunden, dass Glucose im Mittel 1,95 Aeq. Jod pro Mo

und Maltose 1,88 Aeq. Jod pro Mol Zucker verbraucht. Es konnten somit

nahezu die theoretischen Mengen an reduzierenden Gruppen bestimmt

werden. Sehr kleine Zuckermengen geben regelmässig etwas zu tiefe Werte.

Der Fehler kann bis 10% ausmachen. Durch einen grösseren Jodüberschuss
kann dieser systematische Fehler kompensiert werden, aber es nimmt dann

die Ungenauigkeit der Bestimmung zu.

Die modifizierte Methode ergab für Maltoselösungen, welche aufpH 5,7

gepuffert waren (so wie die Stärkelösung für die enzymatische Aktivitäts¬

bestimmung), die theoretisch zu erwartenden Werte. Es wurde bei diesen

Bestimmungen zusätzlich 1 ml 0,5 m Natriumcarbonatlösung zugesetzt,
um die 10 ml der auf pH 5,7 gepufferten Lösung bis auf ein pH von 10,4
zu bringen.

Methode nach Barfoed sowie Tauber und Kleiner, modifiziert

nach Schelling (68, 48, 63)

Mit dieser Methode hat man die Möglichkeit, Mono- neben Disaccha-

riden zu bestimmen. Im Hinblick auf eine möglichst vollständige Erfassung
der Spaltprodukte des Stärkeabbaus ist eine solche Methode wertvoll. Auch

für Aktivitätsbestimmungen von Maltase und Amyloglucosidase wäre eine

derartige Methode besser geeignet als die üblichen Zuckerbestimmungs¬
methoden.

Das Prinzip der Methode besteht darin, dass Monosaccharide ein saures

Kupferacetatreagens noch reduzieren, während Disaccharide sowie höhere

Oligo- und Polymere dazu unfähig sind. Die gebildeten Kuproverbindungen
reduzieren ein Molybdatreagens zu Molybdänblau, welches kolorimetriert

wird.

Die Reaktion wurde durchgeführt an Glucose und Maltose. Da in der

Literatur (63) auch bei dieser Methode verschiedene Wellenlängen an¬

gegeben sind, bei denen die Färbung gemessen wird, wurden ebenfalls wie
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bei der Sumner-Methode die Eichkurven bei verschiedenen Wellenlängen
aufgenommen. Fig. 12 zeigt die graphische Darstellung der Glucose Reak¬

tion. Es geht hervor, dass zwischen 0,2 und 0,75 mg Glucose/ml Proportio-

Fig. 12. Glucosebestimmung nach Barfoed, Tauber und Kleiner sowie

Schelling. Extinktion als Funktion der Zuckerkonzentration bei

verschiedenen Wellenlängen.

nalität zwischen Extinktion und Zuckerkonzentration herrscht. Um die

beste Wellenlänge auszuwählen, wurde das Verhältnis von Extinktion zu

Zuckerkonzentration bei verschiedenen Wellenlängen berechnet. Diese

Werte sind in Tabelle 11 dargestellt.
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Tabelle 11

Glucoscbtstimmung nach Barfoed-Tauber

Verbatims von Extinktion zu Zuckerkon%entration bei verschiedenen Wellenlängen

Glucose Wellenlange mfi
XH20
mg/ml 500 510 520 530 540 550 560 580 600

0,10 0,52 0,56 0,64 0,71 0,82 0,93 1,05 1,30 1,53
0,15 1,16 1,27 1,45 1,62 1,83 2,07 2,34 2,87 3,32
0,20 1,36 1,50 1,68 1,88 2,14 2,39 2,72 3,31 3,84
0,30 1,38 1,52 1,71 1,91 2,15 2,42 2,74 3,31 3,87

0,40 1,39 1,53 1,71 1,91 2,12 2,43 2,71 3,32 3,83
0,50 1,39 1,53 1,70 1,92 2,15 2,41 2,73 3,38 3,82
0,60 1,37 1,51 1,68 1,89 2,12 2,40 2,72 3,37 3,70

0,75 1,35 1,48 1,64 1,85 2,09 2,34 2,65 3,27 —

1,00 1,27 1,38 1,53 1,72 1,93 2,18 2,37 — —

Mittelwerte aus 2 Bestimmungen

Tabelle 11 lasst erkennen, dass fur Glucosekonzentrationen von. 0,2 bis

0,75 mg/ml alle Wellenlangen von 500 bis 580 m\x gleich gut geeignet sind;
das Verhältnis von Extinktion zu Zuckerkonzentration ist in diesem Bereich

konstant. Oberhalb 580 m[i werden die Färbungen bei hohen Glucose¬

konzentrationen zu dicht. In der Folge wurde bei 540 mpt gemessen. Bei

dieser Wellenlange berechnet sich der Glucosegehalt nach der Gleichung:
mg Glucose anhvdr./ml = 0,427 x Extinktion,

wobei die Extinktion in einer 10 mm Kuvette gemessen wird.

Die Versuche an Maltoselosungen ergaben bei 1 mg Maltose x H20/ml
kaum messbare Werte. Mit 2 mg/ml wurde bei 540 my. im Mittel von 2 Be¬

stimmungen ein Extinktionswert von 0,037 pro cm bestimmt. Das sind

etwa 8% des kleinsten und 0,25% des höchsten brauchbaren Wertes der

Glucose-Eichgerade.

Ausfuhrung:

Reagenslosung I (68) • 24 g Kupferacetat (Merck, p a ) werden in 450 ml sieden¬

dem Wasser gelost. Anschliessend werden sofort 25 ml einer 8,5%igen Milch-

saurelosung zugegeben. Nach Abkühlung und Verdünnung auf 500 ml wird die

Losung von den ungelösten Bestandteilen durch Sedimentation befreit.

Reagenslosung II (48) 25 g Ammonmolybdat werden m 450 ml Wasser gelost
21 ml H2S04 konz. zugesetzt, gemischt und 3 g Na2HAs04x7 H20, gelost in

25 ml Wasser, zugegeben und die Losung gemischt Die Losung wird wahrend

24 bis 48 Stunden m den Warmeschrank von 35° C gestellt.
Die Bestimmung wird nach Schelling (63) ausgeführt, indem 1 ml neutrale

Zuckerlosung und 1 ml Reagenslosung I in einem dünnwandigen Reagensglas
wahrend 6 Minuten in einem siedenden Wasserbad erhitzt und nach Abkühlung
mit 1 ml der Reagenslosung II versetzt werden. Nach Verdünnung mit 10 ml

Wasser wird bei 540 m\x im Beckman-Spektrophotometer, Modell DU, die

Farbmtensitat unter Anwendung einer Vergleichslosung gemessen, welche analog
angesetzt wird, aber keinen Zucker enthalt.
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b) Verfolgung der Zunahme der reduzierenden Gruppen bei Einwirkung von Amylasen auf
Stärke, an Hand der Sumner-Metbode

Die Zunahme der reduzierenden Gruppen wurde bei der Einwirkung
eines Enzymauszugs einer Kleiekultur (Aspergillus flavus-oryzae) auf eine

Stärkelösung (Merck, pH 5,2) bei verschiedenen Enzymkonzentrationen
verfolgt. Das Ergebnis dieses Versuches ist in Fig. 13 dargestellt. Dieses

Experiment bezweckte, eine Übersicht über den Spaltungsverlauf zu ge¬

winnen und den maximal zu erreichenden Abbaugrad zu bestimmen. Die

weiteren Untersuchungen waren dem ersten Teil des Stärkeabbaus ge¬

widmet, um an Hand zahlreicher Probenahmen eine Formel aufstellen zu

10ml

Fig. 13. Zunahme der reduzierenden Gruppen (Sumner-Zuckerbestim-

mungsmethode) bei der Einwirkung von Aspergillus flavus-

oryzae-Diastase auf Stärke, bei verschiedenen Enzymkonzen¬
trationen.

können, welche den Verlauf des Stärkeabbaus in dieser Phase charakteri¬

siert. Es wurde bei diesen Untersuchungen darauf verzichtet, die gemes¬

senen Extinktionswerte, so wie es üblich ist, in Maltosewerte umzurechnen,

da wir es mit einem Zuckergemisch zu tun haben. Solche Umrechnungen

tragen keineswegs dazu bei, die Enzymreaktionen besser kennen zu lernen;

sie geben meistens nur ein falsches Bild der Tatsachen wieder.
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Bei 6 verschiedenen Enzymkonzentrationen wurde der Stärkeabbau bis

zu etwa 40% des maximal möglichen Abbaus (gemessen am Extinktions¬

wert) verfolgt und in Fig. 14 und 15 graphisch dargestellt.

Versuchsbedingungen :

Enzymlösung: Extrakt aus einer Kleiekultur (Aspergillus flavus-

oryzae, II) mit 5 g Kleie/Kolben, geerntet nach 3

>' Tagen. Kleie mit ca. 500 ml Wasser extrahiert,

Stärkelösung: B.D.H., auf pH 5,7 gepuffert.

RcoHhonizeir Minuten

Fig. 14. Zunahme der reduzierenden Gruppen (Sumner-Zuckerbestimmungsme¬
thode) durch Einwirkung von Aspergillus flavus-oryzae-Diastase auf Starke,

bei verschiedenen Enzymkon2entrationen.

10 ?0 30 40 50 60 70 80 90 100 110 120 O0
fttahhomztit Minuten

Fig. 15. Zunahme der reduzierenden Gruppen (Sumner-Zuckerbestimmungsme-

thode) durch Einwirkung von Aspergillus flavus-oryzae-Diastase auf

Stärke, bei verschiedenen Enzymkonzentrationen.

34



Zu 20 ml Stärkelösung Zusatz von 10 ml Enzymlösung, welche ver¬

schiedene Mengen des unverdünnten Originalextraktes enthält.

Unverdünnter Extrakt willkürlich mit Aktivität 250 bezeichnet

(= cs, saccharogene Aktivität).

Aus den Diagrammen der Fig. 14 und 15 ist ersichtlich, dass die Zu¬

nahme der Extinktion mit der Zeit nicht ganz linear verläuft. Das Verhältnis

von Extinktion zu Reaktionszeit ist nicht konstant, sondern wird mit

Zunahme der Reaktionszeit, bei allen Enzymkonzentrationen, immer etwas

kleiner.

Berechnung der Aktivität

Der nächste Schritt der Untersuchung galt der Feststellung, nach

welcher Gesetzmässigkeit sich die Enzymkonzentration auf die Abbau¬

kurven auswirkt. Zu diesem Zweck wurden für eine Reihe von Extink¬

tionswerten die zugehörigen Reaktionszeiten aus den Diagrammen der

Fig. 14 und 15 für alle Enzymkonzentrationen durch graphische Interpola¬
tion ermittelt und in Fig. 16 dargestellt. Es ist ersichtlich, dass über den

50 100 ISO 200 2S0

Fig. 16. Abhängigkeit des reziproken Wertes der Reaktionszeit (um die Starke

bis zu einem bestimmten Grad abzubauen) von der Enzymkonzentra¬
tion, dargestellt fur verschiedene Abbaugrade der Starke.

untersuchten Bereich die für die betreffenden Extinktionswerte zugehörigen
reziproken Reaktionszeiten den Enzymkonzentrationen proportional sind.

Genauer kann diese Gesetzmässigkeit aus Tabelle 12 abgeleitet werden, wo
das Produkt ex t bei verschiedenen Extinktionen dargestellt ist. Zwischen

250 und 25 Einheiten ist dieses Produkt für die einzelnen Extinktionswerte

annähernd konstant.

Weiter kann man sich fragen, nach welcher Gesetzmässigkeit das Ver¬

hältnis von 1 /t zu c, also der Tangens der Winkel, den die Geraden gleicher
Extinktionswerte mit der Abszisse bilden (Fig. 16), mit zunehmender
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Extinktion abnimmt. Aus Fig. 17 ist ersichtlich, dass l/txc proportional
1/Ext. ist. Es ist aber charakteristisch, dass die erhaltene Gerade nicht durch

den Ursprung geht.

Fig. 17. Abhängigkeit des îeziproken Wertes des Produktes von

Reaktionszeit und Enzymkonzentration Ton dem erreichten

Abbaugrad.

Enzymkonzentration, Reaktionszeit und Extinktion (E) stehen demnach

in folgendem Zusammenhang:

-i__jr_L.
/xt_A E (I)

wobei K die Steigung der Geraden in Fig. 17 bedeutet; b ist der in jener Figur
bezeichnete Achsenabschnitt.

E = gemessener Extinktionswert.

Tabelle 12

Bestimmung der saccbarogenen Aktivität nach der Sumner-Zuckerbestimmungsmethode

Darstellung des Produktes c x tfür verschiedene Extinktionswerte

Enzymkonzentration (cs)
Ex¬

tinktion 250 125 50 25 12,5 5

0,1 83 77 87 81 100 135

0,2 175 169 175 175 194 225

0,3 265 262 275 272 294 325

0,4 362 362 375 350 400 435

0,5 465 475 500 480 525 550

0,6 587 594 625 600 645 675

0,7 713 725 740 725 787 810
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Diese Gleichung lässt sich umformen zu :

-^=*-*xgoder
txc E

E

fx.c
= K—bxEoà&t (II)

Man kann Gleichung (I) auch nach c auflösen

1

(IV)

(£-)
Aus den vorliegenden Ergebnissen lassen sich die Konstanten K und b

berechnen. Sind diese bekannt, dann lässt sich die Aktivität unbekannter

Enzymlösungen an Hand Gleichung (IV) bestimmen.

Die K- und b-Werte wurden aus nahezu 30 Messungen (vgl. Fig. 14

und 15) für jede Enzymkonzentration berechnet (nach Gleichung III) und

ergaben die in Tabelle 13 dargestellten Resultate. Aus diesen Zahlen ist

ersichtlich, dass für Enzymkonzentrationen von cs = 250 bi» cs = 25 die

Werte für K und b annähernd konstant sind. Unterhalb der Aktivität 25

nehmen K- und b-Werte langsam ab.

Tabelle 13

Bestimmung der saccharogenen Aktivität nach der Sumner-Methode

Darstellung der K- und b-Wertefür verschiedene En%ymkon%entrationen

cs K b

250 0,001300 0,000488
125 0,001266 0,000436
50 0,001230 0,000467
25 0,001240 0,000412
12,5 0,001121 0,000325
5 0,000959 0,000130

In den nachfolgenden Untersuchungen wurde das Mittel der vier ersten

K- und b-Werte zur Berechnung herangezogen. Die Formel für die Aktivi¬

tätsberechnung lautet dann:

1
cs
—

,(^6-0,000451)
/ = Reaktionszeit in Minuten

E = der mit Hilfe der Sumner-Methode gemessene Extinktionswert bei 540 m\i
und mit 10 mm Küvette

37



Bei Aktivitäten grösser als 250 ist es vorteilhaft, die Enzymlösungen zu

verdünnen, da die Reaktionszeiten bis zur Erreichung des 40%igen Abbaus
zu kurz werden und die Genauigkeit der Analyse darunter leidet, wenn auch

der Stärkeabbau bei diesen Konzentrationen nach den gleichen Gesetz¬

mässigkeiten erfolgt (innerhalb der Streuung der Analyse), wie es in

späteren Untersuchungen mehrmals bestätigt wurde. Enzymaktivitäten
unter 25 Einheiten mussten in der Folge selten bestimmt werden; in diesen

Fällen genügte eine approximative Berechnung durch Anwendung der

Konstanten für cs = 12,5 bzw. für cs = 5.

Um die zeitraubende Berechnung zu umgehen, kann die Aktivität unter

Zuhilfenahme graphischer Methoden auf einfacherem Wege ermittelt wer¬

den. Zu diesem Zweck entnimmt man aus Fig. 18, welche die graphische
Darstellung von Tabelle 12 ist, die /x f-Werte, welche den gemessenen
Extinktionen entsprechen. Da t auch bekannt ist, lässt sich cs durch eine

einzige Division berechnen.

0.7 -

J0.6 •

^^

^0,5 ^^^

0.4 ^J^

0.3- jr

0.2- J^

0.1 - s'1'

100 200 300 400 500 fcOO
lac

Fig. 18. Abhängigkeit des Produktes von Reaktionszeit und Enzymkonzen¬
tration von dem erreichten Abbaugtad.

An Hand der angegebenen Formeln kann man jeden beliebigen Zwi¬

schenwert (von cs = 250 bis cs = 25) berechnen. Genügend viele Linien

konstanten ^-Wertes, in einem Extinktion-Zeit-Diagramm aufgetragen
(so wie in Fig. 19), erlauben die sofortige graphische Ermittlung der Enzym¬
aktivität unbekannter Lösungen.

Die Aktivitätsbestimmung an Hand der Messung freigesetzter redu¬

zierender Gruppen aus Stärke wurde mit den bisherigen Methoden in der

Weise durchgeführt, dass die Enzymlösung so stark verdünnt wurde, dass

innerhalb einer gut messbaren Zeit (z.B. 3 Minuten) der Abbau nicht über

10% hinausging (11). Innerhalb dieses Bereiches ist die Zunahme der

E
Extinktion mit der Zeit annähernd linear. Es ist K —

.
Aus den vor-

cx-t

liegenden Untersuchungen geht hervor, dass die Konstante K bis zu einem
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Abbau von 40% die Formel K — —- + Exb annimmt; d.h. die Zu-
c x /

nähme der Extinktion mit der Zeit nimmt stetig um einen der Extinktion

proportionalen Betrag ab, nämlich Exb.

Fig. 19. Diagramm zur graphischen Ermittlung der saccharogenen Aktivität.

Es ist unbedingt von Vorteil, wenn man für die Aktivitätsbestimmung
einen möglichst grossen Teil der Abbaukurve heranziehen kann. Es ist

unmöglich, einen Anhaltspunkt über den Mechanismus der Stärkehydrolyse
zu erhalten, wenn man nur die Phase bis zu etwa 10% Abbau berücksichtigt.
Innerhalb dieses Bereiches geben z. B. <x- und ß-Amylasen eine mit der Zeit

proportionale Zunahme der Extinktion (11). Da man damit rechnen muss,

dass die proportionale Zusammensetzung der verschiedenen im Extrakt

von Aspergillus flavus-oryzae vorhandenen Enzyme unter bestimmten

Kulturbedingungen variiert, ist es von Vorteil, den Stärkeabbau möglichst
bis in die letzten Phasen verfolgen zu können, um eine Verschiebung in der

relativen Enzymzusammensetzung eher erkennen zu können. Mit der hier

angegebenen Methode sollte das besser möglich sein als bis anhin.

Selbstverständlich kann diese Methode nur angewandt werden, wenn

der Mechanismus der zu untersuchenden Enzyme tatsächlich überein¬

stimmt mit der Standardenzymlosung, was man durch Entnahme mehrerer

Proben bei verschiedenen Reaktionszeiten gut prüfen kann.

Es sei noch auf eine Arbeit von Bodansky (13) verwiesen, nach welcher

die Aktivität eines Enzyms in irgendeinem Stadium der Reaktion gemessen

werden kann. Die Methode wurde an Phosphohexoisomerase ausgearbeitet
und besteht darin, die Aktivität unbekannter Enzymlosungen durch
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graphische Interpolation auf einer Standardkurve zu ermitteln. Diese wird

aufgestellt, indem bei verschiedenen Enzymkon2entrationen die in einer

festgesetzten Zeit erzeugten Spaltprodukte gemessen und graphisch auf¬

getragen werden. Es ist somit Voraussetzung, dass man es immer mit

Enzymlösungen, die den gleichen Reaktionsmechanismus aufweisen, zu tun

hat. Die Anwesenheit von Enzymen, denen ein anderer Reaktionsmechanis¬

mus zukommt, kann nicht festgestellt werden.

Ausführungsvorschriftfür die en^jmatische Aktivitätsbestimmung
mit Hilfe der Sumner-Zuckerbestimmungsmethode

Zu 20 ml einer auf pH 5,7 gepufferten Stärkelösung (B. D. H.) (vgl. Bestim¬

mungsvorschrift zur dextrinogenen Aktivität, S. 15), welche in einem dickwan¬

digen Reagensglas bei 20° C (Wasserbad mit Kontaktthermometer und Um¬

wälzpumpe) gehalten wird, werden 10 ml Enzymlösung, ebenfalls auf 20° C tem¬

periert, zugegeben, die Zeit abgestoppt und die Reaktionslösung sofort gemischt.
Nach 1, 1%, 2, 3, 5, 7, 10, 15 und 20 Minuten wird der Reaktionslösung 1 ml

entnommen und zu 1 ml 3,5-Dinitrosalizylsäure-Reagens gegeben. Die Zucker¬

bestimmung wird, wie in Abschnitt 2122 angegeben, ausgeführt. Die Blindwert¬

einstellung ist aber auf folgende Weise auszuführen : Zu 3 ml Zuckerreagens wer¬

den 1 ml Enzymlösung und 2 ml Stärkelösung gegeben; 2 ml von diesem Gemisch

dienen als Nullwert. Die Enzymlösung ist zu verdünnen, sofern nach 1 Minute ein

Extinktionswert grösser als 0,3 erreicht wird. Die Berechnung geschieht nach der

angegebenen Formel oder auf graphischem Wege.

213. Versuche %ur Trennung von Amylasen an Ionenaustauschern

2131. Nähere Umschreibung des Problems

Wie bereits erwähnt, ist es für die Ausarbeitung v on Methoden, welch

die Aktivität einzelner Amylasen in einem Gemisch erfassen, unbedingt
notwendig, diese Enzyme in reiner oder gereinigter Form zu haben, damit

ihre Eigenschaften geprüft werden können. Aus diesem Grunde wurde

versucht, eine Fraktionierung des Enzymgemisches mit Hilfe von Ionen¬

austauschern vorzunehmen. Mehrere Versuche einiger Forscher über die

Tauglichkeit von Austauscherharzen für die Trennung von Enzymen und

andern Proteinen Hessen diese Methode auch für die Anwendung auf

Amylasen hoffnungsvoll erscheinen (19, 20, 21, 22, 53, 57, 64, 65).
Als Austauscher wurde vielfach der schwach saure Austauscher Amber-

Hte-IRC-50 (53) oder Amberlite-XE-64, welcher eine sehr feinkörnige Form
von IRC-50 ist, verwendet (22). Aber auch mittelstark saure Austauscher,
wie phosphorylierte Zellulose (57), oder stark saure Austauscher, wie

Dowex-50 (64), wurden für Trennungsversuche herangezogen. Auch

basische Austauscher wurden schon verwendet (65).
In der vorliegenden Arbeit wurdenVersuche mit Dowex-50 und Amber¬

lite-XE-64 durchgeführt. Da nach Angaben aus der erwähnten Literatur

nur die Oberfläche der Austauscherkügelchen zur Adsorbtion von Pro¬

teinen zur Verfügung steht, wurde das Harz Dowex-50 mit einem schwa¬

chen Vernetzungsgrad (1% Divinylbenzol, D.V.B.) gewählt, weil zu
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erwarten ist, dass infolge der grösseren Porenweite des Netzwerkes der

Harzkügelchen die Austauschkapazität für Proteine erhöht wird. Es wurde

das Verhalten reiner Gersten-a-Amylase und verschiedener Enzympräparate
sowie frischer Enzymextrakte von Aspergillus flavus-oryzae gegenüber
Ionenaustauschern studiert.

2132. Technik des Arbeitens mit Ionenaustauschern

Die Austauscherharze werden vor Gebrauch durch Waschen mit Wasser,

organischen Lösungsmitteln sowie Säuren und Laugen ausgiebig gereinigt
(vgl. z.B. 22).

Wird mit Amberlite-XE-64 gearbeitet, so kann die Equilibrierung mit

dem gewünschten Puffer nicht in der Kolonne selber geschehen, denn die

Pufferkapazität dieses Austauschers ist viel zu gross, so dass man mit den

maximal möglichen Durchflussgeschwindigkeiten (ca. 10 ml/h) und einem

0,2 m Na-Acetat-Puffer das Gleichgewicht nach einigen Tagen noch nicht

erreicht hat, d.h. das pH des Eluates stimmt noch nicht überein mit dem

pH des angewandten Puffers. Sehr gut erwies sich folgende Arbeitsweise

(vgl. 22). Nachdem der Austauscher mit konz. HCl in die H-Form über¬

geführt worden ist, wird nach sorgfältiger Spülung mit viel Wasser das

Harz auf einem Büchner-Trichter trocken gesogen. Es wird dann wieder

mit 0,2 m Na-Acetat-Lösung aufgerührt. Mit Hilfe eines pH-Gerätes und

Magnetrührwerks wird sodann das gewünschte pH in der Suspension durch

Zugabe von konz. NaOH (pH = 6) eingestellt. Die Equilibrierung geht
etwa eine Stunde. Nachher verändert sich das pH in der Suspension nur

noch wenig. Auf dem Büchner-Trichter wird das Harz mit viel 0,2 m

Na-Acetat-Puffer von pH 6 gewaschen. Zur Sicherheit wird der Aus¬

tauscher über Nacht in diesem Puffer weiter gerührt und der pH-Wert
nächsten Tags wieder geprüft. Nach dieser Arbeitsweise werden nur sehr

geringe Abweichungen des pH in der Suspension von demjenigen des

angewandten Puffers festgestellt.
Die Equilibrierung des Dowex-50 ist bedeutend einfacher, da dieser

Austauscher über einen sehr grossen pH-Bereich keine Bevorzugung für

H-Ionen aufweist, wie Amberlite-XE-64. Nach Überführung in die Na-

Form kann die Gleichgewichtseinstellung mit dem gewünschten Puffer

direkt an der Kolonne geschehen; nach Perkolation von einigen ml stimmt

das pH des Eluates mit dem pH des angewandten Puffers (vgl. z.B. Ta¬

belle 15) überein.

Die Herstellung der Adsorbtionskolonne (Chromatographiekolonnen)
geschieht nach der üblichen Technik (14). Es wurden Kolonnen von 1 cm

innerem Durchmesser verwendet; die Höhe ist jeweils angegeben.

2133. Versuche mit reiner Gersten-a-Amylase an Dowex-50 (1 % D.V. B.)

Einige Versuche wurden mit reiner a-Amylase aus Gerste durchgeführt,
um eine bessere Übersicht über das Verhalten von Enzymen gegenüber
Ionenaustauschern zu gewinnen. Dabei wurde der stark saure Austauscher
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Dowex-50 gewählt, weil hier die Verhaltnisse etwas einfacher erschienen als

z.B. bei den schwach sauren Austauschern, wo im schwach sauren pH-
Bereich starke Adsorbtion der Proteine nicht nur durch Ionenaustausch,
sondern auch durch van der Waal'sche Kräfte stattfindet. Aus einigen
Vorversuchen war bald ersichtlich, dass die Austauschkapazitat von Dow¬

ex-50 fur die Gersten-a-Amylase sehr gering ist. Es wurde deshalb nur mit

Mengen von 0,5 bis 1 mg Enzym pro Kolonne gearbeitet.
In einem ersten Versuch wurde die Inaktivierung der a-Amylase studiert.

Dabei konnte das Enzym bei pH 4,8 am Austauscher zu ca. 96 % adsorbiert

und durch pH-Steigerung des Elutionsmittels auf 6,6 wieder eluiert werden.

Bei einem Austauscher, der mit einem Puffer von pH 6 equilibnert ist, wird

die a-Amylase bei einer Durchflussgeschwindigkeit von 15 ml/Stunde und

20 cm Kolonnenhohe nicht adsorbiert, wie aus Tabelle 14 hervorgeht.
Es ist ebenfalls ersichtlich, dass bei Kontaktzeiten von 1 bis 2 Stunden bei

pH 4,8 und Zimmertemperatur starke Inaktivierung des Enzyms statt¬

findet. Von 96% der am Austauscher adsorbierten Aktivität kann nur etwa

4% durch pH-Erhöhung zurückgewonnen werden. Eine Kontaktzeit von

16 Stunden bewirkt vollständige Inaktivierung des zurückgehaltenen
Enzyms. Bei 0°C hingegen ist die Inaktivierung viel weniger intensiv.

Von 97 °0 des adsorbierten Enzyms können immerhin 76% wiedergewonnen
werden.

Tabelle 14

Etnfluss der Kontakt^eit und der Temperatur aufdu Inakttvterung von Gersten-tt-Amylast

durch Dowex-50 betpH 4,8

Kolonnendimensionen 1 X 25 cm,

Puffet pH 4,8, Na-Acetat ([Na] = 0,2 m),

pH 6,6, Na Phosphat ([Na] = 0,2 m),

Elutionsgeschwindigkeit 15 ml/h,

Enzymlosung 1 mg Gersten a-Amylase (Mann) in 0,5 ml Puffer,

Aktivttatsprufung 10 ml von der perkolierten bzw. unbehandelten Enzymlosung (0,5 ml auf 15 ml

verdünnt) zu 20 ml Amyloselosung gegeben Temp = 20° C Verfolgung des Amyloseabbaus
durch spektrophotometrische Bestimmung der Jod Amylose-Farbung.

Tempeiatur 20° C 0°C

pH 6,6 4,8 -* 6,6 4,8 -> 6,6 4,8 - 6,6 4,8 -* 6,6

Kontaktzeit h 1 1 1 2 1 16 1 1 1

Eluat ml 15 15 15 15 15 15 15 15 15

Zurückgewonnene
Aktivität % 100 3,5 3,5 4,2 4,5 3,5 0 3 76
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Es sei noch bemerkt, dass die Enzymlösung, welche als Bezugsprobe
diente, abgesehen von der Perkolation durch den Austauscher, wirklich

genau den gleichen Temperatur- und pH-Bedingungen unterzogen wurde,
wie die zu prüfende Lösung, so dass etwelche Inaktivierungserscheinungen,
welche nicht aufdieWirkung des Austauschers zurückzuführen sind, berück¬

sichtigt werden. Der Schwund der Aktivität im Eluat ist auch nicht etwa

darauf zurückzuführen, dass unvollständige Elution stattgefunden hat; mit

15 ml Eluat kann das bei pH 4,8 adsorbierte Enzym durch Wechsel des pH
des Elutionsmittels zu 6,6 in der Tat vollständig eluiert werden, denn bei

weiterer Elution kann keine Aktivität mehr festgestellt werden; die pH-
Änderung geht an diesem Austauscher rasch vor sich, wie es Tabelle 15

zeigt.

Tabelle 15

Pufferkapazität von Dowex-50 (1% D.V.B.)

(Bestimmung der Elutionsmenge bei pH-Wechsel,

um im Eluat das gewünschte pH zu erreichen)

Kolonnendimensionen: 1 x 25 cm,

Puffer: pH 4,8, Na-Acetat ([Na] = 0,2 m) zur Equilibrierung mit dem Austauscher, dann Wechsel zu

pH 6,6, Na-Phosphat ([Na] = 0,2 m),

Perkolationsgeschwindigkeit : 8—12 ml/h,

Temp. = 20° C.

Fraktion No 123456789

Eluat ml 1,8 1,8 1,2 0,8 0,7 0,8 3 3,5 3,5

pH 4,81 4,81 4,74 4,40 4,66 6,20 6,66 6,66 6,66

In einer weiteren Versuchsserie wurde die Bedeutung des pH und der

Perkolationsgeschwindigkeit des Elutionsmittels sowie der Kolonnenhöhe

untersucht. Wie Tabelle 16 zeigt, muss bei einer Kolonnenhöhe von 25 cm

und einer Perkolationsgeschwindigkeit von 30 bis 34 ml/h das pH des

Elutionsmittels bis auf 4,8 gesenkt werden, damit eine Adsorbtion von

etwa 86% stattfindet. Durch Erniedrigung der Perkolationsgeschwindigkeit
auf 8 ml/h findet bei pH 4,8 praktisch 100%ige Adsorbtion statt, und bei

pH 5,2 werden 14% der Aktivität zurückbehalten. Bei diesem pH lassen

sich auch etwa 50% des Enzyms adsorbieren, wenn die Elutionsgeschwin-
digkeit auf 1,5 ml/h heruntergesetzt wird. Eine Durchflussgeschwindigkeit
der gleichen Grössenordnung (1 ml/h) erlaubt praktisch vollständige Ad¬

sorbtion bei demselben pH, wenn eine Kolonne der Höhe 60 cm ange¬
wendet wird; es wird dann sogar bei pH 6,0 ein grosser Teil (35%) der

Aktivität zurückbehalten.
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2134. Trennungsversuche mit Diastase-Präparaten und frischen Enzym¬
extrakten von Aspergillus flavus-oryzae

Diese Versuche wurden zum Teil schon vor den im vorhergehenden
Abschnitt (2133) beschriebenen Versuchen begonnen, weshalb diese Er¬

gebnisse nicht von Anfang an für die Trennung von Enzymgemischen
angewendet werden konnten.

a) Versuche an Dowex-50

Ausgehend von ziemlich tiefen pH-Werten wurde versucht, durch

wiederholte Erhöhung des pH des Eluiermittels eine Fraktionierung des

Enzymgemisches zu erreichen. Man hätte erwarten können, dass gewisse
Amylase-Komponenten bei tiefem pH am Austauscher festgehalten und

dann durch pH-Erhöhung wieder eluiert würden. In der Tat wurde bei dem

Handelspräparat Ciarase auf diese Art und Weise wiederholt folgende
Fraktionierung erreicht:

1. Fraktion bei pH 4,8
2. Fraktion bei pH 6,6
3. Fraktion bei pH 8,0

Versuchsbedingungen :

Enzymlösung: 10 mg Ciarase in 1 ml Puffer,
Kolonnendimensionen: 1x20 cm,

Perkolationsgeschwindigkeit: 12 bis 60 ml/h,

Pufferlösungen: pH 4,8, Na-Acetat,

pH 6,6 und 8,0, Na-Phosphat,
[Na] für jeden Fraktionierungsversuch konstant,
variierte aber von Versuch zu Versuch von 0,01 zu

0,05 bis zu 0,2 m.

Temperatur =20°C.

Aktivitätsprüfung : qualitativ, durch Zugabe von verdünnterAmylose-
lösung zum Eluat, das in Mengen von 1-2 ml aufgefangen wurde.

Bei pH-Werten von 8 im Eluat wurde die Reaktion durch Puffer¬

zugabe auf 4,8-6 gestellt. Bei jedem pH-Wechsel wurde so lange
eluiert, bis keine Aktivität mehr festzustellen war.

Diese Fraktionen enthalten aber keine reinen Komponenten, was

gezeigt werden konnte, indem diese wieder den gleichen Bedingungen wie

das ursprüngliche Präparat unterworfen wurden. Es wurde die bei pH 4,8
austretende Fraktion wieder bei pH 4,8 durch einen regenerierten Aus¬

tauscher perkoliert, und anschliessend wurde geprüft, ob wieder ein Teil

der Aktivität zurückbehalten worden war, indem das pH auf 6,6 erhöht

wurde. Dabei konnte in der Tat wieder schwache Aktivität festgestellt
werden. Die bei pH 6,6 eluierbare Fraktion wurde wieder bei pH 4,8 durch

einen regenerierten Austauscher perkoliert, wobei auch bei diesem pH
wieder Aktivität nachweisbar war. Durch anschliessende Erhöhung des

pH auf 6,6 konnte dann nochmals eine aktive Fraktion gewonnen werden.

45



Es zeigte sich aber, dass die bei pH 8,0 eluierbare Fraktion von einer Kom¬

ponente begleitet ist, welche in den vorhergehenden Fraktionen nicht

vorhanden ist. Diese Komponente ist nämlich jodunempfindlich. Während

bei den andern Fraktionen durch Zugabe von Jod die Aktivität voll¬

ständig sistiert wird, kann dieses Enzym die Amylose trotz Jodanwesenheit
im Verlauf mehrerer Stunden weitgehend abbauen.

Die Unreinheit der Komponenten wird wohl vor allem auf Über¬

sättigung des Austauschers mit Proteinen zurückzuführen sein, ist doch die

Kapazität, wie aus den Versuchen mit a-Amylase ersichtlich ist, sehr klein.

Erst durch systematische Variation der die Trennung beeinflussenden

Faktoren könnte unter Anwendung sehr kleiner Enzymmengen abgeklärt
werden, ob eine Aufteilung in verschiedene reine Komponenten möglich ist.

Diese Versuche sind aber bei sehr kleinen Enzymmengen äusserst heikel.

Deshalb wurden vorerst noch Versuche an XE-64 ausgeführt,

b) Versuche an Amberlite-XE-64

Diesem Austauscher wird eine höhere Kapazität für Proteine nach¬

gesagt (22). Es können allerdings keine Fraktionierungen analog den vor¬

hergehenden Versuchen, durch pH-Erhöhung, durchgeführt werden, weil

die Pufferkapazität von Amberlite-XE-64 in dem für die Trennung gün¬
stigen pH-Bereich von 4,5 bis 7 zu gross ist. Der Austauscher ist nicht wie

im Falle von Dowex-50 bei pH-Werten unter 7 zum grössten Teil in der

Salzform, sondern die Carboxylgruppen des Austauschers sind je nach pH
weitgehend durch H-Ionen abgesättigt. Es war in der Tat nicht möglich,
bei einer Kolonne von den Dimensionen 1 X 25 cm, bei Anwendung eines

Phosphatpuffers von pH 7,0 ([Na] = 0,2 m) und einer Durchflussgeschwin¬
digkeit von 1 ml/h, das pH im Eluat auf 7 zu erhöhen, wenn der Austauscher

vorher mit einem Puffer von pH 6 ins Gleichgewicht gestellt worden war.

Die grosse Menge Eluat, die notwendig ist, bedingt natürlich lange Kon¬

taktzeiten am Austauscher, was zu Inaktivierungen führt.

Die Untersuchungen an Amberlite-XE-64 sind eher Chromatographie-
Versuche. Es wurde geprüft, ob bei einem pH von 6,0 eine Trennung der

Amylasen möglich ist, und zwar auf Grund verschiedener Wanderungs¬
geschwindigkeiten dieser Enzyme. Von verschiedenen Autoren konnte auf

diese Weise eine sehr gute Fraktionierung von Eiweisskomponenten er¬

reicht werden (19, 20, 21, 22, 53). In Tabelle 17 sind einige Trennungs¬
versuche dargestellt.

Aus Tabelle 17 ist ersichtlich, dass von beiden Enzymlösungen ca. 7

bis 13% der Aktivität, gemessen an der dextrinisierenden Wirkung, zurück¬

behalten oder inaktiviert werden. Die bei allen Enzymlösungen festgestellte
zweite und dritte Komponente können diesen Verlust nicht aufwägen, denn

ihre Aktivität macht nur 10~3 bis 10_4% der Gesamtaktivität aus, wenn

auch eine deutliche Abtrennung dieser Komponenten festgestellt wurde.

Ob es sich in diesem Fall wirklich um verschiedene und reine Komponenten
handelt, wurde nicht näher verfolgt. Ihre sehr geringe Aktivität erschwert

das Studium beträchtlich.
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Tabelle 17

Trennungsversuche an Amherhte-XE-64 Fraktiomerung des Eluates

Enzymlosungen 1 ml Enzymextrakt einer 3tâgigen Aspergillus flavus oryzae-Kultur, Stamm II, auf

Kleie gezüchtet bei 25° C,
bzw 5 mg Enzympraparat in 1 ml Puffer gelost,

Puffer (Elutionsmittel) Na Acetat, [Na] = 0,2 m, pH 6,0,

Temp = 0°C,

Kolonnendurchmesser 1 cm,

Grosse der Fraktionen 1 bis 2 ml,

Aktivitatsprufung spektrophotometnsche Methode auf Amylose

Kolon- Durch- Aktivität Menge . _,. ,
Eluat

Fnzym ncnhohe fluss im Eluat % Fluat
„

J"1 b
,

b*s
total

cm ml/h (1 Komp ) ml
2 Komp 3 KomP ml

A flavus-oryzae 60 2 85,5 20 37,5 46 72

Ciarase 40 2 93,5 21 67 102 150

Ciarase 65 4 87 8 39 88 377 423

Tabelle 18

Versuche mit Amberhte-XE-64 Quantitative Bestimmung der diastatischen Aktivität

im nichtfraktionierten Eluat

Versuchsbedmgungen siehe Tabelle 17

Kolonnen-

Enzym hohe

cm

Durchfluss Eluat CD

ml/h ml %

Ciarase 40 2,5-3 56 91,3
Pohdase-S 65 8,5 103 88,8
Taka 65 8,5 105 89,8

In weiteren quantitativen Versuchen wurde an einigen Enzympraparaten
untersucht, ob auch hier ein Teil der Aktivität durch Perkolation über den

Austauscher verschwindet. Es wurde aber keine Auftrennung der Eluate

in kleine Fraktionen vorgenommen, sondern es wurde eine grossere Menge
Eluat (50 bis 100 ml) gesammelt und davon die Aktivität bestimmt. Wie aus

Tabelle 18 ersichtlich ist, wird bei den drei untersuchten Präparaten etwa

10% der dextnmsierenden Aktivität zurückbehalten oder inaktiviert

Die mit der spektrophotometnschen Methode ausgeführten Aktivitats-

bestimmungen liessen keine Änderung im Reaktionsmechanismus der

Enzymlosungen erkennen.

Der endgültige Entscheid, ob Ionenaustauscher fur die Trennung von

Amylasen, insbesondere der Komponenten von Aspergillus flavus-oryzae,
brauchbar sind, lasst sich aus den vorliegenden Ergebnissen noch nicht

fallen; es sind noch weitere Untersuchungen notwendig, welche die

systematische Veränderung der Faktoren berücksichtigen, welche die Tren¬

nung beeinflussen.
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22. KULTIVIERUNGSMETHODEN UND

SUBSTRATAUFARBEITUNG

221. Herstellung des Kleienährbodens

3 bis 20 g feine, lufttrockene Weizenkleie werden in 200 ml-Erlen-

meyerkolben abgewogen, mit der gewünschten Menge Wasser homogen
befeuchtet, mit einem nicht zu festsitzenden Pfropfen aus entfetteter Watte

verschlossen und 20 Minuten bei 120°C autoklaviert. Die Kleie vermag
noch das 4fache des Eigengewichts an Wasser festzuhalten, ohne dass dabei

der Charakter eines festen Nährbodens zerstört wird. Bei grossen Wasser¬

zugaben vor der Sterilisation wirkt sich die Quellung stärker aus. Sie fällt

bei Anwendung von 20 g Kleie infolge der konischen Form des Erlen-

meyerkolbens am stärksten ins Gewicht.

Es wurden folgende Symbole verwendet:

M = Menge Kleie (in g) pro Kolben

Wx = Wasserzugabe (in ml) vor der Sterilisation

W% = Wasserzugabe (in ml) nach der Sterilisation

Die angewandten Kleiemengen ergaben folgende Schichthöhen im

Erlenmeyerkolben :

inwaage, g(M) Schichthöhe mm

3 3-4

5 5-7

10 11-13

20 24-26

(bei starker Quellung bis ca. 32)

222. Impfmaterial und Impftechnik

a) Bezeichnung der Kulturen

In dieser Arbeit wurden, der Einfachheit halber, alle verwendeten

Stämme mit Nummern bezeichnet.

Bezeichnung
in der Institutssammlung in dieser Arbeit

Aspergillus oryzae (Baden) II

Aspergillus flavus, Link III

Aspergillus flavus, Walker IV

b) Vorzüchtung des Impfmaterials

Für sämtliche Versuche, wo keine speziellen Angaben über das Impf¬
material gemacht sind, wurde dieses durch eine zehntägige Kultur auf

Bierwürze-Schrägagar bei 25° C gewonnen. Für die ersten Versuchsserien
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wurde die Vorkultur jeweils frisch angesetzt. Später wurde eine grössere
Anzahl von Schrägagar-Kulturen hergestellt und nach 10 Tagen Bebrütung
bei 0°C aufbewahrt. Auf diese Weise war immer Impfmaterial vorrätig,
und den allfälligen Degenerationserscheinungen durch zu oftes Überimpfen
sollte so etwas entgegengewirkt werden. Die bei tiefer Temperatur auf¬

bewahrten Kulturen zeigten kein abweichendes Verhalten von denjenigen,
die sofort nach der Bebrütung als Impfmaterial verwendet wurden.

c) Herstellung der Impfsuspension

Die Konidien des Pilzes werden unter Zuhilfenahme der Impfnadel
mit 2 mal 6 bis 8 ml sterilem Wasser vom Mycel abgelöst und durch sterile

Watte filtriert, um sie von den begleitenden Mycel- und Agarstückchen zu

befreien. Die Zahl der Konidien wird in einer Zählkammer nach Thoma

festgestellt und durch Verdünnen mit sterilem Wasser wird die Konzen¬

tration auf die gewünschte Dichte gebracht. Wo keine besonderen Angaben
gemacht sind, wurde die Suspension so verdünnt, dass 106 Konidien pro

g Kleie geimpft werden konnten.

Die mit der Zählkammer ermittelte Konidienzahl stimmte mit der¬

jenigen der durch die „Plattenmethode" bestimmten Keimzahl grössen-

ordnungsmässig überein, wie es Tabelle 19 zeigt. Diese Konidien weisen

somit eine gute Keimfähigkeit auf.

d) Beimpfung des Kleienährbodens

Da es sich bei der Kleie um einen festen Nährboden handelt, ist die

möglichst homogene Verteilung der Konidien ausserordentlich wichtig.
Diesem Umstand ist vor allem dann Rechnung zu tragen, wenn mit kleinen

Wassergehalten der Kleie gearbeitet wird, weil diese das mit der Impf¬
suspension zugegebene Wasser gierig aufnimmt und lokal festhält. Die

Versuchsanordnung verlangte auch oft, dass das Volumen der Impf¬
suspension möglichst klein sei. Um die homogene Verteilung zu erreichen,
ist es notwendig, die Suspension Tropfen neben Tropfen auf die Kleie zu

bringen.
Die minimale Wassermenge, welche noch eine gute Verteilung der

Konidien erlaubt, macht etwa die Hälfte des Kleiegewichts aus. Dies geht
aus Versuchen über den Einfluss des Wassergehaltes auf die diastatische

Aktivität hervor (vgl. Fig. 23, 24 und 25). Es wurde in jenen Versuchen ein

totaler Wassergehalt, welcher den 0,5- bis 4fachen Anteil der Kleie beträgt,
eingestellt, und zwar durch verschiedene Kombinationen der Wasserzugabe
vor und nach der Sterilisation. Wenn man von jenen Fällen absieht, wo

sämtliches Wasser in Form von der Impfsuspension nach der Sterilisation

zugegeben wird, kann man feststellen, dass im Durchschnitt keine besseren

Ergebnisse erzielt werden, wenn eine Impfsuspension angewendet wird,
welche grösser ist als die Hälfte des Kleiegewichts.
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Tabelle 19

Prüfung von 2 Keim^ahlbestimmungsmethoben

Plattengussverfahren Zählkammer

Stamm Zahl der Agar-Agar- Verdünnung
Parallelen Nährboden 104 105

Durchschnitt Durchschnitt

unverdünnt unverdünnt

II 3
Bierwürze

Bierwürze

167

137

30

19

2,3x10«

1,6x10«
10«

II 3
Bierwürze

Stärke

— 40

45

4x10«

4,5x10«
10«

II 3
Bierwürze

Stärke

— 61

65

6,1x10«

6,5x10«
10«

II 2 Bierwürze 355 55 4,5x10« 10«

III 2 Bierwürze 58 10 0,8x10« 10«

IV Bierwürze 74 8 0,8x10«

Angaben in der Tabelle in Anzahl Keime/ml
Zählkammermethode : Durchschnitt aus 40 Auszählungen

10»

223. Aufarbeitung des Substrates

a) Herstellung des En^ymextraktes

Um einen reproduzierbaren Extrakt aus der Kleie gewinnen zu können,
ist deren möglichst homogene Verteilung in Wasser notwendig. Der Kleie¬

kuchen, welcher durch das Mycel sehr kompakt wird, muss mit einem

dicken abgerundeten Glasstab im Erlenmeyerkolben zerstossen und unter

Zusatz von Wasser zu einem Brei angerührt werden. Es wird dann noch so¬

viel Wasser zugesetzt, dass die überstehende Flüssigkeit im Kolben ca.

1,5 cm beträgt. Nach der pH-Messung wird, unter Zuhilfenahme von

Trichter und weithalsigem Messkolben, mit Wasser auf das 50 fache

Volumen (in ml) des angewandten Kleiegewichts (in g) aufgefüllt. Die

Suspension wird in eine Flüssigkeitsflasche in der Weise umgeleert, dass

die Kleiestückchen möglichst quantitativ übergespült werden. Es wird

während einer Stunde geschüttelt. Anschliessend wird die diastatische

Aktivität bestimmt, sobald sich die Kleieteilchen abgesetzt haben.

b) Bestimmung der Wasserstoffionenkon%entration
Zu diesem Zweck stand ein pH-Gerät (Polymetron) mit Glaselektrode

und Kalomelelektrode zur Verfügung.

c) Bestimmung der diastatischen Aktivität

Das Dextrinisierungsvermögen wurde nach der abgeänderten Wohl-

gemuth-Methode bestimmt, und zwar bei 20° C, unter Anwendung einer auf

pH 5,7 gepufferten Stärkelösung (B. D. H.) und Farbstandard II. Sämtliche
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Angaben der dextrinogenen Aktivität {c^j beziehen sich auf 10 ml des

unverdünnten Enzymextraktes. Die saccharogene Aktivität (cs) wurde

ebenfalls nach der schon beschriebenen Methode unter Anwendung der

gleichen Stärkelösung wie für die Bestimmung der dextrinogenen Aktivität

bestimmt. Auch hier beziehen sich alle Messungen auf 10 ml des un¬

verdünnten Enzymextrakts.
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3. Prüfung einiger Aspergillus flavus-oryzae-Stämme
auf die Bildung dextrinisierender Enzyme

Es wurden drei am hiesigen Institut vorhandene Stämme geprüft. Der

Versuch wurde auf Kleie unter den in der Tabelle 20 angegebenen Bedin¬

gungen durchgeführt.

Tabelle 20

Bildung dextrinisierender Enzyme durch 3 Aspergillusflavus-oryzae-Stämme

Temp. = 25°C M = 10 g (F, = JF2 = 10 ml

Stamm II Stamm III Stamm IV

Zeit

h pH 't pH ed pH cd

43 6,11 445 5,78 22 6,15 17

70 6,50 572 6,40 44 6,14 26

93 7,32 572 7,07 43 7,03 26

114 7,60 572 7,34 44 7,38 24

162 8,09 554 7,89 45 7,86 29

240 8,32 540 8,52 41 8,44 27

600 8,25 547 8,22 46 8,61 27

Mittelwerte aus 2 Parallelen

Es ist ersichtlich, dass das Maximum der dextrinogenen Aktivität bei

allen 3 Stämmen nach etwa 70 Stunden erreicht ist. Die Aktivität sinkt bei

längerer Kulturzeit praktisch nicht. Gelegentüche kleine Überschreitungen
der Aktivität nach 70 Stunden liegen im Bereich des Versuchsfehlers. Von

den drei Stämmen ist II der aktivste. Dieser wurde für die weiteren Unter¬

suchungen herangezogen.
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4. Einige Faktoren, welche die diastatische Aktivität

in Kulturen von Aspergillus flavus-oryzae beeinflussen

41. WECHSELWIRKUNG VON BEBRÜTUNGSTEMPERATUR,

WASSERGEHALT UND SCHICHTHÖHE DER KLEIE

AUF DIE BILDUNG DEXTRINOGENER ENZYME

411. Vorversuch: Einfluss der Temperatur bei 2 Schichthöhen

Aus Tabelle 21 und Fig. 20 ist ersichtlich, dass die Temperatur sowohl

die maximale Ausbeute, als auch die dazu notwendige Bebrütungszeit
beeinflusst. Auch die Schichthöhe wirkt sich bei ändernder Temperatur
verschieden aus. So beträgt bei der kleinen Schichthöhe das Maximum der

Fig. 20. Einfluss der Temperatur auf den Zeitverlauf der Bildung dextrinisierender

Enzyme durch Aspergillus flavus-oryzae auf Kleie bei zwei Schichthöhen.

dextrinogenen Aktivität bei 20° C rund 480 Einheiten nach ungefähr
144 Stunden, bei 25°C rund 570 Einheiten nach etwa 54 Stunden und bei

30° C und 35° C etwa 630 Einheiten nach ungefähr 36 bis 48 Stunden.

Bei 20° C, 25°C und 30°C hat die Schichthöhe (in diesem Bereich) keinen

bedeutenden Einfluss. Die Ausbeute an Diastase wird aber merklich beein¬

trächtigt durch Erhöhung der Schichthöhe bei 35° C, indem die maximale

Aktivität bei M=10 nur 525 Einheiten beträgt, während sie bei M= 5

auf etwa 630 Einheiten ansteigt. Die Temperatur äussert sich auch in ihrem
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Tabelle 21

Einfluss der Temperatur aufdie Bildung dextrinisierender Enzyme

20° C 25°C

5 g Kleie 10 g Kleie

Zeit
pH ca cd pH ca ça

54 6,34 66 72 6,34 71 77

6,30 77 6,30 83

72 6,42 333 329 6,32 344 344

6,38 325 6,37 344

96 6,50 462 453 6,45 480 471

6,45 445 6,46 462

120 6,33 462 462 6,45 480 490

6,36 462 6,51 500

144 6,64 480 480 6,78 500 500

6,58 480 6,72 500

216 7,75 480 480 8,13 500 500

7,80 480 7,74 500

5 g Kleie 10 g Kleie

Zeit
pH cd cd pH cd cd

24 6,28 23 23 6,16 20 20

6,25 23 6,20 21

30 6,31 87 91 6,33 95 95

6,32 95 - -

36 6,35 300 297 6,32 293 242

6,32 286 6,26 190

48 6,53 415 482 6,26 463 463

6,35 548 6,28 463

54 6,38 570 570 6,29 572 554

6,35 570 6,23 547

72 6,55 570 570 6,52 570 570

6,63 570 6,52 570

144 8,20 524 524 8,14 524 524

8,15 524 8,08 524

30°C

5 g Kleie 10 g Kleie

Zeit

h pH Ca cd pH ca cd

12 6,28 1,5 1,5 6,20 2 2

6,29 - 6,14 2

24 6,26 310 310 6,19 285 285

6,29 310 6,24 285

30 6,46 572 572 6,56 408 418

6,43 572 6,44 428

36 6,32 605 628 6,39 572 572

6,38 632 6,37 572

48 6,53 632 632 6,37 632 632

6,55 632 6,36 632

54 6,90 632 632 6,58 602 602

7,16 632 6,56 602

72 7,50 602 602 7,22 602 602

7,68 602 7,21 602

144 8,20 522 534 8,33 522 534

8,26 546 8,37 546

35c'C

5g Kleie 10 g Kleie

Zeit

h pH Cd *d pH cd cd

12 6,25 5 5 6,15 6 6

6.24 5 6,18 6

24 6,44 428 428 6,37 325 320

6,52 428 6,31 316

30 6,47 572 547 6,53 415 439

6,47 522 6,65 463

36 6,26 572 572 6,58 462 471

6,26 572 6,57 480

48 6,84 632 632 6,44 525 525

6,70 632 6,50 525

54 7,10 602 602 6,72 500 500

7,11 602 6,71 500

72 7,82 522 522 7,44 525 525

7,92 522 7,57 525

144 8,29 445 436 8,54 400 400

8.25 428 8,58 400
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Einfluss auf die Stabilität der dextrinogenen Aktivität. Während bei 20° C

keine Verminderung der enzymatischen Aktivität nach 216 Stunden

Bebrütungszeit festgestellt wurde, wird bei erhöhter Temperatur, ins¬

besondere bei 35° C, die Instabilität der Diastase sehr augenfällig.
Es ist ebenfalls ersichtlich, dass die Übereinstimmung der Parallelen

ziemlich gut ist. In den nächsten Versuchen wurde nur der Mittelwert der

beiden Parallelen angegeben.
Als Kontrolle auf die physiologische Aktivität des Pilzes wurde in den

folgenden Experimenten meistens einer von den eben aufgeführten Ver¬

suchen zum Vergleich wiederholt.

412. Nähere Umschreibung des Problems und Versuchsübersicht

Aus dem vorhergehenden Versuch ist ersichtlich, dass eine gewisse
Wechselwirkung zwischen Temperatur und Schichthöhe besteht. Aus An¬

gaben aus der Literatur geht hervor, dass Temperatur und Wassergehalt
der Kleie voneinander abhängige Faktoren sind (70). Demnach ist eine

Wechselwirkung zwischen den drei Faktoren Wassergehalt, Schichthöhe

und Temperatur zu erwarten. Der Faktor Wassergehalt wurde in zwei

Variabein aufgeteilt, nämlich: 1. Wassermenge, welche vor dem Sterili¬

sieren zugegeben wird (W^), 2. Wassermenge, die mit der Impfsuspension
zugeführt wird (JFg). In den ersten Versuchen wurden diese beiden Varia¬

bein näher untersucht, indem sie einer systematischen Veränderung über

mehrere Stufen unterzogen wurden. In weiteren Versuchen wurden nur

noch die beiden folgenden extremen Fälle untersucht: 1. die gewünschte
totale Wassermenge wird erst mit der Impfsuspension beigegeben, 2.

bestimmte Wasserzugaben vor der Sterilisation werden mit einer kon¬

stanten, minimal grossen Impfmenge auf denselben totalen Wassergehalt
(wie bei 1) eingestellt. Dieses Vorgehen wurde gerechtfertigt durch die

Untersuchungen, aus denen hervorging, dass es zur Hauptsache nur auf

den totalen Wassergehalt ankommt, mit Ausnahme der Fälle, wo sämtliches

Wasser nach der Sterilisation in Form von der Impfsuspension zugegeben
wird.

Bei 25°C und 10 g Kleie pro Kolben wurde der Einfluss des Wasser¬

gehaltes in verschiedenen Kombinationen genau studiert, indem Wasser¬

zugabe vor und nach der Sterilisation systematisch kombiniert wurden.

Es wurden die aus dem eingerahmten Viereck des Schemas 1 ersichtlichen

Kombinationen gewählt. Es wurden demnach die Wasserzugaben vor der

Sterilisation: 0, 5,10 und 15 ml kombiniert mit 5,10,15 und 20 ml Wasser¬

zugabe nach der Sterilisation. Die Ergebnisse dieses Versuches sind in

Tabelle 22 a dargestellt. Da es, wie aus Schema 1 ersichtlich ist, noch

weitere Kombinationsmöglichkeiten gibt, bis die maximal mögliche Wasser¬

zugabe erreicht wird (40 ml), wurden in einem weiteren Versuch auch noch

jene im Schema ausserhalb des eingerahmten Vierecks aufgeführten Kombi¬
nationen durchgeführt. Die Ergebnisse dieses Versuches gibt Tabelle 22b

wieder. Da die Reproduzierbarkeit der Kontrollen genügend gut ist,
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Schema 1

Darstellung der gewählten Kombinationen der Wasserzugabe vor und nach der Sterilisation,

um den gewünschten totalen Wassergehalt einzustellen

HgO vor H20 total

der Ste¬

rilisation

0

0 5 10 1.5 2.0 2.5 3.0 3,5 4.0

// / / /- ^ ^ J

05
^

1&

s* S ^ ^ ^ *S ^ -S*

^-h^O nach der Sterilisation ^s^ -^ ./ ^^
1,5
^ \$X^s-^ 3.° ^S^Q ^^^

OJS 2i5^ 1.0 1.5 2.0' 2.5 ^-^ 3.5^/^
1.0 0.5

'
1.0 1.5 2.0' ^^ 3.0 /^

2.0

°A^~ 1.0 1,5 2.0'

10^ 2.0"

2.5 0.5
'

1,5 ^^
3.0 i.o-^

3.5 0.5-^
Angaben n Anteil Wasser pro Gewichtsteil Kleie

konnten diese beiden Versuche zusammen ausgewertet werden (Fig. 21).
In weiteren Versuchen bei 25°C wurde der Einfluss der Schichthöhe bei

verschiedenen Feuchtigkeitsgraden untersucht; es wurden in 2 Versuchen

3 g bzw. 20 g Kleie pro Kolben eingewogen. Die Untersuchung über den

Einfluss des Wassergehaltes beschränkte sich in diesen Fällen auf die unter¬

strichenen Kombinationen im Versuchsschema. Der totale Anteil Wasser

Fig. 21. Reproduzierbarkeit der Versuche mit 10 g Kleie pro Kolben bei den Temperaturen
25° und 35° C.

von 0,5, 1, 2 und 4 wurde somit eingestellt einerseits durch Zugabe von

0,5,1, 2 und 4 Teilen Wasser nach der Sterilisation bzw. durch Zugabe von

0,5,1,5 und 3,5 Teilen Wasser vor der Sterilisation und je 0,5 Teilen Wasser

nach der Sterilisation (Tabelle 23 und 24).
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Der Einfluss des Wassergehaltes in seinen Einzelheiten wurde auch noch

bei 35° C und Kleiemengen von 5 und 10 g pro Kolben untersucht, ent¬

sprechend dem viereckig eingerahmten Teil des Schemas 1 (Tabelle 25

und 26). Für 3 und 20 g Kleie wurden bei 35° C wieder die unterstrichenen

Kombinationen gewählt (Tabelle 27 und 28).

413. Besprechung der Ergebnisse

a) Reproduzierbarkeit der Versuche

Aus den mitgeführten Kontrollen, deren Ergebnisse in Figur 21 und 22

graphisch dargestellt sind, ist ersichtlich, dass die Streuung in den Mes¬

sungen tragbar ist. Es ist somit gestattet, alle durchgeführten Versuche

miteinander zu vergleichen.

600

400

Fig. 22. Reproduzierbarkeit der Versuche mit 5 g Kleie pro Kolben bei den Temperaturen
25° und 35° C.

b) Zeitlicher Verlaufder En^jmhildung

Die Ergebnisse der bei 25° C durchgeführten Versuche lassen sich wie

folgt zusammenfassen: nach einer Bebrütungszeit von etwa 60 Stunden ist

in fast allen Fällen das Maximum dex dextrinogenen Aktivität entweder

schon erreicht, oder es finden nur noch kleine Zunahmen statt. Eine Aus¬

nahme bilden hier die Kombinationen mit extrem hohemund tiefem Wasser¬

gehalt, indem hier die relative Zunahme der Aktivität nach 60 Stunden

noch bemerkenswert ist.

Bei 35° C ist das Maximum der Diastase-Bildung in der Regel nach

36 bis 48 Stunden erreicht. Ausnahme bilden wieder die Kombinationen

mit extremem Wassergehalt, wo eine Kulturzeit von 60 Stunden oder mehr

notwendig ist.
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c) Maximale Ausbeute an dextrinogener Amylase

Aus den Tabellen 22 bis 28 ist ersichtlich, dass die maximale Ausbeute

in empfindlicher Weise von Temperatur sowie Wassergehalt und Schicht¬

höhe der Kleie beeinflusst wird. Die maximalen Ausbeuten in den durch¬

geführten Versuchen sind in den Figuren 23 bis 27 dargestellt.

100 -

5 10 15 20 25 30 :S 40

ml Wasser rotal

Fig. 23. Die maximalen Ausbeuten an dextrinogener Amylase bei 25° C und 10 g Kleie pro
Kolben. Durchschnitt aller durchgeführten Zeitversuche (Tabellen 22a und 22b).

Fig. 23, welche die maximale Ausbeute von Tabelle 22a und 22 b, sowie

Fig. 24 und 25, welche die maximalen Werte von Tabelle 25 und 26 wieder¬

geben, lassen erkennen, dass, abgesehen von den Fällen, wo keine Wasser¬

zugabe vor der Sterilisation erfolgte, es zur Hauptsache auf den totalen

Wassergehalt der Kleie ankommt. Nur bei dem 4fachen Anteil sind die

Streuungen um den Mittelwert grösser. In den andern Fällen ist es von

untergeordneter Bedeutung, wieviel Wasser vor und wieviel nach der

Sterilisation zugegeben wird. Aus diesem Grunde wurden für diese Ver¬

suche Mittelwerte berechnet, mit Ausnahme der Fälle, wo kein Wasser vor

der Sterilisation zugegeben wurde. Die Zusammenfassung dieser Ergebnisse
zeigen Fig. 26 und 27, wo auch die Ergebnisse der Versuche mit höheren

Schichten dargestellt sind. Sie lassen die sehr komplexe Wechselwirkung
von Temperatur, Feuchtigkeitsgehalt und Schichthöhe erkennen; jeder
einzelne Faktor wirkt sich etwas anders aus, je nach den Werten der beiden

andern Faktoren.

Um die Gesetzmässigkeiten zu erkennen, werden anschliessend die

einzelnen Versuche bei den verschiedenen Schichthöhen und Temperaturen
unter jeweihger Betrachtung des Wassergehaltes als Variable besprochen

2s»e

K=J0

• w2* 5

e w2 : 10

e w2 = IS

o «2 :20

9 W2 : 25

O Wj I J0

O *2 ; 35

« W2 = 40

W, = 0
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15 20 25 30 35

ml Wasser lotol

35°C

Mr 10

e W2 = 10

e W2 = 15

o W2 r20

Fig. 24. Die maximalen Ausbeuten an dextrinogener Amylase bei 35° C und 10 g Kleie pro
Kolben. Durchschnitt aller durchgeführten Zeitversuche (Tabelle 25).

200

2.5 7.5 12.5 15 17,5 20

ml Wasser total

35°C

M = 5

• w2 = 2.5

e w2 = 5

t> w2 = 7.5

@ w2 = 10

® W2 : 17.5

S w2 ; 20

Fig. 25. Die maximalen Ausbeuten an dextrinogener Amylase bei 35° C und 5 g Kleie

pro Kolben. Durchschnitt aller durchgeführten Zeitversuche (Tabelle 26).

(Schichthöhe und Temperatur sind Parameter, Wassergehalt ist die unab¬

hängige und Aktivität ist die abhängige Variable). Der Einfachheit halber

werden Schichthöhe (Kleiemenge), Temperatur und Wassergehalt mit ihren

Symbolen M, T und W bezeichnet; £ bedeutet „verschieden" oder „un¬

gleich".
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• e
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• J

25°C

• M = 3. V^ tO

O M = 3. W, = 0

O M = 10. W, * 0

e M = 10. W, =0

• M : 20. W, * 0

O M = 20. »', = 0

2.5 3 3,5
Anfeile Wasser

Fig. 26. Einfluss des Wassergehaltes der Kleie auf die maximale Ausbeute an dextrino-

gener Amylase bei drei verschiedenen Schichthöhen der Kleie und einer Tem¬

peratur von 25° C.

60C

200

100

33°C

« M = 3 W| t 0

O M - 7. W) = 0

« M : 5. Wi t 0
& M : 5, VV| r 0

a M = 10. w, a o
© f = 10. v;j = o

m if -- 20, Wj jf o

t» M = 20. W, = 0

0.5 1.5 2.5 3 3.5
Anteile Wossei

Fig. 27. Einfluss des Wassergehaltes der Kleie auf die maximale Ausbeute an dextrinogener Amylase
bei vier verschiedenen Schichthöhen der Kleie und einer Temperatur von 35° C.
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la) M = 3, T = 25, H^ £ 0. Hier ist der Einfluss des Wassers ver¬

glichen mit dem Effekt bei andern Schichthöhen bei derselben Temperatur
offensichtlich am geringsten. Wenn auch der 4fache Wasseranteil nicht

stark schadet, so scheint es, dass der optimale Feuchtigkeitsgrad durch den

1- bis 2 fachen Wasseranteil eingestellt wird. Im allgemeinen sind die Aus¬

beuten bei dieser Schichthöhe und Temperatur nicht sehr gut.

1 b) AI = 3, T= 25, Wt ~ 0. In diesem Fall sind die Ausbeuten über

den ganzen Bereich der untersuchten Feuchtigkeitsstufen allerdings noch

schlechter als im vorhergehenden Versuch. Extrem hohe Wassergehalte
wirken sich schlechter aus als bei W\ $ 0. Die beste Aktivität wird auch hier

bei dem 1- bis 2fachen Wasseranteil festgestellt.

2 a) M — 3, T = 35, W1 + 0. Deutlich verschieden wirkt sich die kleinste

Schichthöhe bei 35° C aus. Es ist klar ersichtlich, dass im optimalen Bereich

des Wassergehaltes, welcher hier übrigens zwischen dem 2- bis 2,5 -, even¬

tuell bis 3 fachen Anteil zu liegen scheint, die Ausbeute an dextrinogener
Amylase mit 650 Einheiten um rund 100 Einheiten grösser ist als im

analogen Fall bei 25° C (im optimalen Bereich bei dem 1- bis 2 fachen Anteil

Wasser). Es sei aber bemerkt, dass bei 35°C und IFi * 0 nicht so viele Unter¬

suchungen vorliegen; in allen Punkten stimmen aber die Ergebnisse mit

dem analogen Versuch M = 5 überein, und man wird wohl annehmen

dürfen, dass im Bereich des 2- bis 3 fachen Wasseranteils keine grossen

Abweichungen zu erwarten sind. Extrem hohe und tiefe Wassergehalte
haben grösseren Effekt als bei 25° C.

2 b) M = 3, T= 35, W1 — 0. Es ist charakteristisch, dass die maxi¬

malen Ausbeuten mit etwa 550 Einheiten wieder um rund 100 Einheiten

kleiner sind als im vorhergehenden Fall. Zudem liegt der optimale Feuch¬

tigkeitsbereich zwischen dem 1- bis 2 fachen Anteil Wasser. Bei 25° C im

analogen Versuch wurde eine ähnliche Kurve erhalten, die Ausbeuten sind

bei 35° C aber um durchschnittlich 75 Einheiten grösser.

3) M = 5, T— 35. Hier wirkt sich der Wassergehalt in allen Fällen,
mit kleinen Abweichungen, sowohl bei Wx = 0, als auch bei W1^-Q ent¬

sprechend gleich aus wie bei 35° C und M = 3.

4 a) M = 10, T = 25, W1^0. Die grössere Schichthöhe wirkt sich im

optimalen Bereich des Wassergehaltes von 1,5 bis 2,5 Anteilen mit einer

kleinen Erhöhung der enzymatischen Aktivität aus (rund 80 Einheiten),
verglichen mit dem analogen Fall bei M = 3. Der 4fache Wasseranteil gibt
aber bedeutend kleinere Aktivitäten als im Falle von M = 3.

4b) M — 10, T= 25, W1 = 0. Es werden unter diesen Bedingungen
im optimalen Feuchtigkeitsbereich noch bessere Ausbeuten erzielt als bei

Wx + 0. Beim 2fachen Wasseranteil wird die grösste Aktivität (750 Ein¬

heiten) aller Versuchskombinationen festgestellt. Der Einfluss des Feuchtig-
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keitsgrades ist sehr stark ausgeprägt. Der optimale Bereich liegt sehr eng
beim doppelten Anteil Wasser. Unter- und oberhalb dieses Punktes erfolgt
steile Abnahme der Aktivität.

5 a) M = 10, T = 35, Wx * 0. Entgegengesetzt den Resultaten bei 25° C

werden hier kleinere Ausbeuten erzielt als in den analogen Fällen bei

kleinen Schichthöhen. Im optimalen Feuchtigkeitsbereich bleiben die

Aktivitäten hinter denjenigen bei 25° C zurück.

5 b) M = 10, 7=35, Wx=0. Bei etwa gleich grossen maximalen

Ausbeuten wie im vorhergehenden Versuch ist unter diesen Bedingungen
der optimale Feuchtigkeitsbereich nach dem 1- bis 2 fachen Wasseranteil

hin verschoben. Da die Resultate bei den grösseren Wassergehalten fehlen,
kann hier keine Aussage über die Ausbeute gemacht werden. Entsprechend
dem Kurvenverlauf analoger Versuche bei 35° C und W^ — 0 scheinen die

Werte zwischen denen von M = 5 und M = 20 zu liegen.

6 a) M = 20, T=25, B^+0. Es werden auch bei dieser grossen
Schichthöhe noch recht gute Ausbeuten im optimalen Bereich des Wasser¬

gehaltes, welcher beim doppelten Anteil liegt, erzielt. Die hier gemessene
Aktivität ist höher als diejenige bei M = 3, T =25 und kommt nahe an

den bei M = 10 gemessenen Wert heran. Die Ausbeute wird aber empfind¬
lich beeinflusst durch höhere oder tiefere Feuchtigkeitsgrade.

6 b) M = 20, T= 25, Wx = 0. Der optimale Wassergehalt liegt zwi¬

schen dem 1- bis 2fachen Anteil. Es werden kleinere Ausbeuten erzielt als

im Falle wo Wx + 0. Die höchste Feuchtigkeitsstufe ergibt bei dieser grossen
Schichthöhe die kleinste Aktivität aller Versuche bei 25° C.

7a) M = 20, T=35, Wx$0. Bei 35°C stehen die Verhältnisse für

grosse Schichthöhen nicht derart günstig wie bei 25° C. So werden beim

optimalen Wassergehalt mit 450 Einheiten etwa 130 Einheiten weniger an

dextrinisierenden Enzymen gebildet als im analogen Fall bei 25° C. Während

bei 25° C die hohe Schicht im optimalen Feuchtigkeitsbereich eine Ausbeute

ergibt, welche zwischen derjenigen von M = 3 und M = 10 liegt, werden
bei 35° C in allen Versuchen die geringsten Aktivitäten gebildet (immer bei

Wx # 0). Aber es werden doch immerhin noch etwa gleich grosse Ausbeuten

erreicht wie bei 25° C und M = 3 bzw. Wx = 0. Der optimale Wassergehalt
liegt zwischen dem 1- und 2 fachen Anteil.

7 b) M = 20, T= 35, Wx = 0. Noch krasser als im vorhergehenden
Fall wirkt sich die grosse Schichthöhe aus, wenn Wx = 0. Ein sehr enger

optimaler Feuchtigkeitsbereich liegt beim gleichen Anteil Wasser wie Kleie,

sogar mit einer besseren Ausbeute als im besten Fall bei Wx$0 und einer

praktisch gleich grossen Ausbeute wie in den analogen Fällen mit kleinerer

Schichthöhe. Unter- und oberhalb dieses Punktes erfolgt rasche Abnahme

der Aktivität. Der 4fache Wasseranteil lässt, wie im analogen Fall bei 25° C,
mit 50 Einheiten die kleinste Ausbeute aller Versuche erscheinen.

68



Allgemeine Schlüsse

a) Schlechteste Ausbeuten ergeben höchste und tiefste Wassergehalte
unter allen Bedingungen.

b) Bei grosser Schichthöhe wirkt sich ein sehr hoher Wassergehalt sehr

schlecht aus, insbesondere, wenn sämtliches Wasser nach der Sterilisation

zugegeben wird, während bei kleinen Schichthöhen die Ausbeuten unter

Umständen doch noch grösser sein können als in andern Fällen kleineren

Feuchtigkeitsgrades.

c) Bei 35° C liegt das Optimum des Wassergehaltes für die Fälle, wo

Wx 4 0 mehr bei den mittleren bis hohen Werten des Wassergehaltes, wäh¬

rend es für Wx = 0 deutlich mehr bei kleinerem Gehalt Hegt. Bei 25° C

kann eine derartige Gruppierung nicht vorgenommen werden ; nur bei der

extrem grossen Schichthöhe und Wx = 0 sowie bei der extrem kleinen

Schichthöhe mit sowohl Wx = 0 als auch Wx + 0 ist der optimale Bereich

des Wassergehaltes nach dem 1- bis 2 fachen Wasseranteil hin verschoben.

d) Während bei 35° C die kleinen Schichthöhen die besseren Ausbeuten

ergeben, und diese mit zunehmender Schichthöhe ständig sinken (wenig¬
stens dort, wo Wx$ 0), können fast gegenteilige Beobachtungen bei 25°C

gemacht werden. Die besten enzymatischen Aktivitäten können bei mitt¬

lerer Schichthöhe erreicht werden, und bei der grössten Schichthöhe werden

im optimalen Feuchtigkeitsbereich Aktivitäten erzielt, welche den besten

bei 35°C erhaltenen Ausbeuten nicht weit nachstehen. Die kleinen Schicht¬

höhen wirken sich bei 25° C durchschnittlich am schlechtesten aus.

414. Diskussion über die Wechselwirkung von Temperatur,

Wassergehalt und Schichthöhe der Kleie

Nachfolgend wird versucht, eine Erklärung für einige hervorstechende

Charakteristika dieser komplexen Wechselwirkung der untersuchten drei

Faktoren, Wassergehalt, Schichthöhe und Temperatur, zu geben. Wie bei

allen Erklärungsversuchen wird dabei versucht, die Auswirkung dieser

Faktoren (hier als „primäre Faktoren" bezeichnet) auf die Wirkung anderer

Faktoren (sekundäre Faktoren), welche von den primären Faktoren beein¬

flusst werden, zurückzuführen.

a) Die Natur der sekundären Faktoren

Der Wassergehalt der Kleie wirkt sich aus, indem er die Konzentration

der Nährstoffe und deren Zugänglichkeit (z.B. die Quellung der Stärke)
sowie den osmotischen Druck beeinflusst. Auch die Zufuhr von Sauerstoff

zu den inneren Schichten der Kleie ist vom Wassergehalt abhängig, indem

die Lockerstruktur des Nährbodens verändert wird. Die Zugabe von Wasser

vor und nach der Sterilisation wirkt sich auf die Quellung der Stärke aus :

Wasserzugabe vor der Sterilisation ermöglicht die Quellung und lässt die

Kleie etwas lockerer werden, so dass Sauerstoff trotz hohen Wassergehaltes
wieder ins Innere diffundieren kann.
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Die Schichthöhe scheint vor allem die Zufuhr von Sauerstoff (natürlich
auch die Abfuhr von Kohlensäure) zu beeinflussen. Sie vermag aber auch

die Temperatur im Innern des Kleiekuchens zum Steigen zu veranlassen,
indem die durch den Pilz erzeugte Wärme bei hoher Schicht weniger gut

abgeleitet wird (Temperatur ist dann ein sekundärer Faktor). In der Tat

wurden wiederholt folgende maximale Temperaturen (21) im Innern des

Kleiekuchens gemessen:

bei Bebrütungstemperatur von

25° C, M =10 71= 27,5° C

25°C, M = 20 (Wx* 0) 7i = 30°C

35°C, M = 20 (IF, * 0) 21 = 40°C

Die Schichthöhe beeinflusst auch den Wassergehalt, indem die Verdunstung
bei kleinen Schichten stärker ins Gewicht fällt.

Die Temperatur (Bebrütungstemperatur oder Temperatur im Innern

des Nährbodens) beeinflusst das Wachstum des Pilzes und die Stabilität der

Enzyme. Inwiefern Enzymbildung und Wachstum zusammenhängen und

welches der Einfluss der Temperatur auf die eigentliche Enzymbildung (bei
Ausschaltung der Enzyminaktivierung) ist, kann nicht an Hand unserer

Experimente abgeklärt werden. Die Temperatur vermag auch den Wasser¬

gehalt der Kleie zu verändern, indem bei hoher Bebrütungstemperatur
(welche bei diesen Untersuchungen auch noch mit einer niedrigeren rela¬

tiven Luftfeuchtigkeit gekoppelt war) die Verdunstung intensiviert wird.

b) Die Auswirkung der sekundären Faktoren im Zusammenhang mit den ausgeführten
Messungen

Es ist verständlich, dass bei den extrem grossen und tiefen Feuchtig¬
keitsgraden geringes Wachstum eintritt. So beträgt bei dem tiefsten unter¬

suchten Wassergehalt (% Teil Wasser pro 1 Teil Kleie) der Anteil der

Trockensubstanz etwa 60% (bei Annahme von 10% Wasser in der luft¬

trockenen Kleie), was natürlich ausserordentlich hoch ist, verglichen mit

den üblichen Nährböden. Der 4fache Wasseranteil vermag die Locker¬

struktur der Kleie zu zerstören, insbesondere wenn sämtliches Wasser nach

der Sterilisation zugegeben wird. In der Tat wurde beobachtet, dass der Pilz

unter diesen Bedingungen sich nur an der Oberfläche in Form einer kom¬

pakten Haut entwickelt, während bei kleineren Wassergehalten der Kleie¬

kuchen auch im Innern durchwachsen wird. Es erscheint somit verständlich,
warum bei den tiefsten Wassergehalten die kleinsten Schichthöhen bessere

Ausbeuten ergeben als die hohen Schichten. Bei den kleinsten Schichten

wird der Gasaustausch nicht beeinträchtigt. Bei 3 g Kleie pro Kolben wird

eine so kleine Schichthöhe erzielt, dass der Nährboden, obwohl mit Wasser

gesättigt, praktisch vollständig mit Mycel durchzogen wird. Bei 25° C und

einer Kleiemenge von 10 g pro Kolben werden bessere Ausbeuten erzielt

(über den ganzen untersuchten Feuchtigkeitsbereich), wenn kein Wasser
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vor der Sterilisation zugegeben wird. Bei kleinerer und höherer Schicht

werden unter analogen Bedingungen die Ausbeuten (insbesondere im

optimalen Bereich des Wassergehaltes) stark gesenkt. Dieser eigenartige
Effekt ist schwer zu erklären. Es findet wohl Überlagerung vieler Faktoren

statt.

Da die Struktur des Kleienährbodens durch Wasserzugabe vor der

Sterilisation etwas lockerer wird, ist es verständlich, dass bei den hohen

Schichten die Zugabe sämtlichen Wassers nach der Sterilisation, infolge
Verhinderung des Gasaustausches, kleinere Aktivitäten im Substrat er¬

scheinen lässt, als wenn auch ein Teil Wasser vor der Sterilisation zugegeben
wird. Dies gilt insbesondere für hohe Wassergehalte.

Die Feststellung, dass die grössten Schichthöhen bei hoher Temperatur
sich am ungünstigsten auswirken, findet wohl ihre Erklärung darin, dass

der Gasaustausch (insbesondere bei Wx = 0) behindert wird und die Tem¬

peratur im Innern des Nährbodens (bei W\ + 0) zu stark steigt und somit

eventuell Wachstumshinderung oder Verminderung der Enzymbildung,
sicher aber wesentliche Enzyminaktivierung bewirkt.

Sowohl die verminderte Verdunstung bei hoher Schicht, als auch die

Behinderung des Gasaustausches bei hohen Feuchtigkeitsgraden, und zwar

insbesondere bei hoher Schicht, erklären wohl, warum das Optimum des

Wassergehaltes bei hohen Schichten eher bei den tieferen Werten liegt.
Wie gross der Einfluss der Bebrütungstemperatur ist, lässt sich wohl

am besten ermessen, wenn man die höchsten Ausbeuten untereinander

vergleicht, welche bei den grössten und kleinsten Schichthöhen bei 25° C

bzw. bei 35° C erreicht werden. Es ist verständlich, dass bei einer Bebrü¬

tungstemperatur von 35° C die kleinsten Schichthöhen die besseren Aus¬

beuten ergeben, weil dann noch keine bedeutende Erwärmung des Kleie-

innern erfolgt, während bei hohen Schichten die erreichten Temperaturen
von etwa 40°C eine stärkere Inaktivierung bewirken (siehe z.B. die Ge¬

schwindigkeit der Aktivitätsabnahme nach Erreichung der maximalen Aus¬

beute bei hoher und tiefer Bebrütungstemperatur, Fig. 21 und 22). Bei 25° C

hingegen sind im optimalen Feuchtigkeitsbereich die Ausbeuten bei kleine¬

ren Schichten geringer als bei mittleren und hohen Schichten. Es scheint,
dass der Gasaustausch bei grossen Schichthöhen unter den betreffenden

Bedingungen (z.B. bei M = 20 und Wx$ 0) noch genügend gut ist, um

Wachstum zu ermöglichen; durch die Temperaturerhöhung im Innern des

Nährbodens (27,5° bis 30° C) wird Wachstum und Enzymbildung gefördert
(die Inaktivierung der Amylasen bei diesen Temperaturen ist noch nicht so

bedeutend, vgl. Fig. 21 und 22).
Um diese komplexe Wechselwirkung erschöpfender diskutieren zu

können, d. h. um sie besser auf Grund der Auswirkung sekundärer Faktoren

zu erklären, müssten genaue Messungen über das Gewicht der erwähnten

sekundären Faktoren vorliegen (z.B. direkte Bestimmung der Abhängigkeit
der Enzymbildung von Oa-Partialdruck, von Temperatur usw.), da die

Wirkungen der einzelnen Faktoren je nach Bedingungen sich kompen-
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sieren oder addieren. Ohne die genaue Kenntnis der Zahl und des Gewichts

dieser Faktoren können nur die betrachteten Extremfälle einigermassen
2uverlässig erklärt werden.

42. EINFLUSS DES ALTERS DER IMPFKULTUR

In den vorher beschriebenen Versuchen wurde das Alter der Impfkultur
immer konstant gehi-lten. Es ist aber von Interesse zu wissen, ob eine grosse

Beeinflussung der enzymatischen Aktivität durch das Alter hervorgerufen
werden kann. Aus den in Fig. 21 und 22 dargestellten Versuchen ist zudem

ersichtlich, dass die spät ausgeführten Versuche (13.9.1956, M = 10, 25° C

sowie 1.10.1956, M = 5, 25°C) eine etwas verlängerte Kulturzeit benö¬

tigen, um die Höchstausbeute an Amylasen zu erreichen. Ob diese schwache

Differenz tatsächlich signifikant ist, ob es sich um einen Beginn der De¬

generationserscheinungen als Folge zahlreicher Überimpfungen handelt,
sollte aus einem Versuch hervorgehen, wo verschieden alte Impfkulturen,
welche sich auch durch die Zahl der jeweils vorangegangenen Überimpfun¬
gen unterscheiden, miteinander verglichen werden. Es stand noch Impf¬
material zur Verfügung, von dem die parallel angesetzten Kulturen in

früheren Versuchen zur Impfung dienten. Die bei Zimmertemperatur auf¬

bewahrten Schrägagar-Kulturen unterschieden sich somit voneinander

sowohl durch das Alter als auch durch die Zahl der Überimpfungen, welche

den einzelnen Kulturen vorausgingen: je älter die Impfkultur, um so zahl¬

reicher die vorangegangenen Überimpfungen.
Die Prüfung der enzymatischen Aktivität wurde wie bisher auf Kleie

untersucht. Tabelle 29 und Fig. 28 geben die Resultate wieder. Es ist ersicht¬

lich, dass bei den beiden ältesten Kulturen eine zeitliche Verzögerung in
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der Bildung von Amylasen eintritt. Die maximalen Ausbeuten sind aber

nach 70 Stunden ungefähr die gleichen in allen Kulturen. Es wurde streng
darauf geachtet, dass der Nährboden in allen Fällen mit der gleichen Zahl

Konidien beimpft wurde (106 Konidien pro g Kleie). Es ist somit der gegen¬

teilige Effekt eingetreten, wie zu erwarten wäre, wenn eine Degeneration
des Impfmaterials, hervorgerufen durch die wiederholten Überimpfungen,
eingetreten wäre. Die zeitlich verzögerte Bildung amylolytischer Enzyme
bei alten Kulturen ist sicher zum Teil auf verminderte Keimfähigkeit der

Konidien zurückzuführen. Die Impfsuspensionen wurden auf Keimfähig¬
keit untersucht. Dabei zeigte sich, wie aus Tabelle 30 hervorgeht, dass eine

deutliche Abnahme der Keimfähigkeit (nach 48 Stunden Bebrütung bei

25° C) mit dem Alter einhergeht.
Der EinfLuss der Zahl der keimfähigen Konidien auf die Enzymbildung

wurde noch nicht in ausgedehnten Versuchen geprüft. Der in Tabelle 31

und Fig. 29 dargestellte Versuch, wo von einer Konidiensuspension 106

bzw. 18 • 106 Konidien pro g Kleie geimpft wurden, lässt aber schon einen

Einfluss erkennen. Die erhöhte Keimzahl rief ein deutlich schnelleres

Ansteigen der enzymatischen Aktivität hervor.
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Fig. 29. Einfluss der Zahl der Impfkonidien auf die dextrinogene und saccharogenc Aktivität.

Das Nichtzutreffen von Degenerationserscheinungen (in bezug auf die

enzymatische Aktivität) wurde durch einen Versuch bestätigt, wo ver¬

schiedene Impfkulturen verwendet wurden, die gleiches Alter (bezogen auf

die letzte Impfung) aufwiesen, welche aber aus Kulturen verschiedenen

Alters (somit verschiedener Zahl an vorangegangenen Überimpfungen)
angesetzt wurden. Die in den vorhergehenden Versuchen angewandten
Kulturen wurden wieder auf Bierwürze-Agar ausgestrichen und nach

10 Tagen Bebrütungszeit auf enzymatische Aktivität geprüft. Wie aus

Tabelle 32 hervorgeht, reagierten alle Impfkulturen gleichartig.
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Talseile 29

Einfluss des Alters der Impfkultur auf die Bildung dextrinisierender Enzyme

Temp. = 25° C

tTj = 1T2 = 5 ml

M = 5g

Alter der Impfkultur, Tage

290 100 74 30 10

Zeit
„

h pH ca pH cd pH cd pH ca pH cd

37 6,25 115 6,22 154 6,26 222 6,20 213 6,22 300

48 6,20 430 6,21 445 6,18 522 6,04 522 6,13 522

62 6,23 559 6,28 559 6,27 572 6,14 587 6,13 546

72 6,32 617 6,32 572 6,42 602 6,25 602 6,24 572

96 7,27 587 7,24 572 7,42 572 7,23 602 7,25 572

Mittelwerte aus 2 Parallelen

Tabelle 30

Einfluss des Alters der Kulturen aufdie Keimfähigkeit der Konidien

Temp. = 25° C

Zeit = 48 Stunden

Zahl der Konidien in jeder Suspension (Zählkammer) 10"

a: Keimzahl auf Bierwürze-Agar, 2 Parallelen | bestimmt bei

b: Keimzahl auf Stärke-Agar, 5 Parallelen / 105 fâcher Verdünnung

Alter

Tage
290 100 74 30 10

Keimzahl a 0,65 1,65 3,4 4,0 6,1
inlO'/ml b 0,60 1,48 2,18 4,5 6,5
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Tabelle 31

Einfluss der Impfdichte auf die Bildung dextrinisierender und verzuckernder Enzyme

Temp. = 25c'C

r1 = r2 = 5 ml

M = 5 g

IC)a Konidien/ml

Zeit

h
pH Cd 's

cd

es

39 6,00 149 142 1,05
48 6,12 382 284 1,34
62 6,11 570 457 1,25
72 6,04 522 467 1,11
135 7,55 522 446 1,17

18 x 10» Konidien/ml

pH cd cs
ca

6,10 375 453 0,825
6,04 533 535 1,00
6,10 572 454 1,26

6,21 558 510 1,10
7,61 545 447 1,22

Mittelwerte aus 2 Parallelen

Tabelle 32

Einfluss der Impfkultur, angesetzt aus Vorkulturen verschiedenen Alters

Temp. = 25° C

Wx = W% = 5 ml

Alter der Impfkultur = 10 Tage
M = 5g

Alter der Vorkultur, Tage

290 100 74 30 10

Zeit

h
pH Cd pH Cd pH Cd pH cd pH Cd

37 6,14 238 6,20 270 6,12 209 6,18 258 6,00 214

42 6,12 354 6,13 376 6,08 358 6,12 408 6,05 329

48 6,13 481 6,05 500 6,13 454 6,05 481 6,09 462

61 6,25 522 6,20 545 6,26 500 6,22 534 6,17 511

72 6,28 545 6,27 522 6,20 522 6,23 534 6,15 522

Mittelwerte aus 2 Parallelen
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43. EINFLUSS DES pH IM KLEIESUBSTRAT

AUF DIE BILDUNG DIASTATISCHER ENZYME

Das pH des Kleiesubstrats verändert sich beim Wachstum des Pilzes

im allgemeinen nur sehr wenig. Die Pufferung dieses Nährbodens ist wesent¬

lich grösser als diejenige zahlreicher synthetischer Substrate. Aus einigen
Orientierungsversuchen mit synthetischen Nährlösungen wurde festgestellt,
dass das pH meistens sehr schnell bis unter 4 sinkt. Die Ausbeute an Amy-
lasen war sehr gering. Durch erhöhte Pufferung konnte höhere diastatische

Aktivität festgestellt werden. Es war von Interesse zu wissen, wie stark die

enzymatische Aktivität des Pilzes auf Kleie durch das pH beeinflusst werden

kann. In den betreffenden Versuchen wurde das Substrat auch auf saccha-

rogene Aktivität geprüft. An Hand des Verhältnisses der dextrinogenen zur

saccharogenen Aktivität versuchten wir festzustellen, ob eine Veränderung
in der Zusammensetzung der Enzyme im Verlauf der Kulturzeit und durch

die Einwirkung des pH eintritt.

Das pH der Kleie wurde durch Säure- bzw. Laugezusatz (Mengen aus

Vorversuchen ermittelt) auf den gewünschten Wert eingestellt. Die Zusätze

erfolgten vor der Sterilisation, das pH wurde aber erst nach der Sterilisation

gemessen. Es ist aber zu beachten, dass durch die Zufuhr von Säure, oder

Lauge nicht nur Wasserstoff- oder Hydroxylionen, sondern zu gleicher
Zeit auch die in der Säure enthaltenen Anionen und die in der Lauge ent¬

haltenen Kationen zugegeben werden. Um einen exakten Vergleich zu

haben, muss demnach auch jener Einfluss ausgeschaltet werden. Man kann

bei gleichem pH den Einfluss der gleichzeitig zugegebenen Anionen oder

Kationen prüfen, indem das gewünschte pH durch mehrere Säuren und

Laugen eingestellt wird. In unserem Versuch wurde vorläufig nur der

Fig. 30. Einfluss der Zusätze von Saute und Lauge zur Kleie auf die dextfinogene und

sacchatogene Aktivität.
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Tabelle 33

Einffuss despH aufdie Bildung dextrinisierender und verzuckernder Enzyme

Temp. = 25°C IP, = IP, = 5 ml Af = 5 g

Ausgangs-pH = 5,95 Ausgangs-pH = 3,95 Ausgangs-pH
(kein Zusatz)i (H2S04)

pH

3,94 (H3P<

Cd cs

3J

Zeit

h pH Cd cs
Cd

Cs
pH Cd c$

Cd

Cs

Cd

Ct

39 6,00 149 142 1,05 3,90 0 0 3,96 0 0 —

48 6,12 382 284 1,34 3,87 16 16 1,00 3,92 0 1.Ï
62 6,11 570 457 1,25 4,04 83 65 1,28 3,98 55 45 1,22
72 6,04 522 467 1,11 4,02 46 41 1,12 3,97 58 53 1,09
135 7,55 522 446 1,17 4,72 14 17 0,82 4,25 - 4 —

Ausgangs-pH = 5,11 Ausgangs-pH == 5,04 Ausgangs-pH
(H2S04) (H81P04) = i

pH

S,75 (NaC

Cd cs

IH)

Zeit

h pH Cd CS
cd

pH Cd Cs
cq 1±

CS Cs Cs

39 5,15 66 63 1,05 5,06 45 42 1,07 6,68 163 144 1,13
48 5,25 258 200 1,29 5,05 247 240 1,03 6,57 454 471 0,96
62 5,27 452 393 1,15 4,98 376 299 1,26 6,62 572 498 1,15
72 5,28 407 408 1,00 4,72 206 181 1,14 6,62 586 526 1,11

135 7,04 415 372 1,12 6,26 71 57 1,25 8,00 522 444 1,18

Mittelwerte aus 2 Parallelen

Einfluss zweier verschiedener Säuren und einer Lauge geprüft. Es wurde

durch Zugabe von Phosphorsäure und Schwefelsäure das pH mit jeder
Säure auf 4 bzw. 5 gestellt; mit Natronlauge wurde das pH auf 6,7 herauf¬

gesetzt. Die Ergebnisse sind in Tabelle 33 und Fig. 30 dargestellt.
Es ist ersichtlich, dass die Zugabe von Säure einen nachteiligen Effekt

auf die diastatische Aktivität ausübt, und zwar wirkt die Phosphorsäure
sich in beiden Fällen (bei Ausgangs-pH 4 und 5) schlechter aus als Schwefel¬

säure. Vergleicht man die während der Bebrütungszeit gemessenen pH-
Werte in den beiden Substraten, wo das Ausgangs-pH einerseits durch

Phosphorsäure und andererseits durch Schwefelsäure eingestellt wurde,
so erkennt man, dass das pH der mit Phosphorsäure eingestellten Proben

weniger rasch steigt, ja sogar noch ein wenig sinkt, im Verlauf der Kultur¬

zeit. Betrachtet man die beiden Versuche, wo das Ausgangs-pH auf 5 bis 5,1

eingestellt wurde, so sieht man, dass bis zu einer Kulturzeit von 72 Stunden

das pH im Falle von Schwefelsäure von 5,11 auf 5,28 ansteigt, im Falle von

Phosphorsäure von 5,04 auf 4,72 sinkt. Es ist die Frage, ob die festgestellte
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verminderte Ausbeute und die rasche Aktivitätsabnahme nach Erreichung
des Maximums auf diese kleine pH-Differenz oder auf die Wirkung von

Sulfat- oder Phosphationen zurückzuführen ist. Man kann es eigentlich
nicht unterscheiden, solange man nicht in weiteren Versuchen den spezi¬
fischen Einfluss von diesen Ionen abgeklärt hat.

Bei einem Ausgangs-pH von 4 werden nur sehr kleine Ausbeuten

erreicht. Es ist kein deutlicher Unterschied in der Auswirkung von Schwe¬

felsäure verglichen mit der Auswirkung von Phosphorsäure ersichtlich.

Durch Zugabe von Natronlauge bis pH 6,75 wird kein bemerkens¬

werter Effekt in bezug auf Diastasebildung, verglichen mit der unbehan¬

delten Kleie, festgestellt.
Betreffend der Verschiebung in der Zusammensetzung der Amylase-

komponenten ist folgendes zu sagen : Aus dem Kurvenverlauf der dextri-

nogenen und saccharogenen Aktivität (Fig. 29 und 30) und aus dem Ver¬

hältnis von calcs (Tabelle 31 und 33) ist ersichtlich, dass nur geringe Ver¬

schiebungen feststellbar sind (wenigstens mit diesen Methoden). Es ist

jedoch bemerkenswert, dass die Bildung der Enzymkomponenten mit

saccharogener Aktivität fast in allen Fällen etwas langsamer erfolgt als die

Bildung der dextrinisierenden Enzyme; meistens nimmt im Bereich der

maximalen Ausbeute der Wert von ca/c» den höchsten Betrag an und sinkt

ausserhalb dieses Bereiches wieder ein wenig. Die Formel für die Bestim¬

mung der saccharogenen Aktivität konnte für diese Untersuchungen immer

angewandt werden. Der Reaktionsmechanismus wich somit nicht stark von

demjenigen der Enzyme der Standardlösung ab.

In keinen der vorhergehenden Untersuchungen wurde die Aktivität von

Maltase und Grenzdextrinase verfolgt. Es wurde nur geprüft, ob diese

Enzyme bei der Bestimmung der saccharogenen Aktivität wesentlich inter¬

ferieren. Dabei wurde festgestellt, dass innerhalb der Reaktionszeiten, wie

sie für die Bestimmung der saccharogenen Aktivität notwendig waren,

keine Zunahme der Reduktionswirkung gegenüber 3,5-Dinitrosalizylsäure
stattfand, wenn 10 ml des Enzymextraktes zu 20 ml einer auf pH 5,7 ge¬

pufferten Maltoselösung (2 g/1) gegeben wurden. Auf einer a-Dextrinlösung
(Myrbäck, vgl. 63) von 5 g/1 unter sonst gleichen Bedingungen wie für

Maltose konnte gewisse Aktivität festgestellt werden. Gemessen am Ex¬

tinktionswert waren es unter den betreffenden Bedingungen etwa 15% der

Aktivität auf Stärkelösung. Es wurde aber nicht geprüft, ob es sich bei

diesem Dextrin wirklich um ein Grenzdextrin handelt, d.h. ob es nicht auch

von a-Amylase noch weiter abgebaut wird.

Gelegentlich wurde auch die spektrophotometrische Methode zur

Bestimmung der dextrinogenen Aktivität in den Enzymextrakten heran¬

gezogen. Es konnte mit dieser Methode keine Änderung im Reaktions¬

mechanismus festgestellt werden.

78



5. Zusammenfassung

a) Zur Methodik der amylolytischen Aktivitätsbestimmung

Die Methodik der amylolytischen Aktivitätsbestimmung wurde über¬

prüft und ausgebaut. Es zeigte sich, dass die Analyse eines Gemisches

verschiedener Amylasen sehr schwer durchzuführen ist, sofern man

nicht sich darauf beschränkt, die Summe der Wirkung aller vorhan¬

dener Enzyme durch die dextrinogene oder saccharogene Aktivität aus¬

zudrücken.

Die Bestimmung der dextrinogenen Aktivität lässt sich gut nach einer

von verschiedenen Autoren abgeänderten Wohlgemuth-Methode bestim¬

men. Als Mass der Aktivität wird dabei der reziproke Wert der Dextrini-

sierungszeit genommen. Unter Dextrinisierungszeit wird hier die Zeit ver¬

standen, die es braucht, um eine standardisierte Stärkelösung so weit abzu¬

bauen, dass sie mit Jod eine charakteristische rotbraune Färbung ergibt.
Als Standardfärbung eignet sich gut eine Mischung von Co- und Cr-Salzen.

Genauer lässt sich die dextrinogene Aktivität durch spektrophoto-
metrische Verfolgung der Jod-Stärke- oder Jod-Amylose-Färbung be¬

stimmen. Für die Amylasen von Aspergillus flavus-oryzae erwies sich diese

Methode besonders wertvoll, weil eine lineare Abnahme der Farbintensität

der Jod-Stärke- und Jod-Amylose-Färbung mit der Reaktionszeit erfolgt;
dies gilt bis zu 30-35% des Ausgangswertes. Diese Linearität gilt z.B. nicht

für reine Gersten-a- und Gersten-ß-Amylase, wenn die Aktivität dieser

Enzyme auf Amylose verfolgt wird. Im Gegensatz zu den a-Amylasen
wird durch Einwirkung von ß-Amylase auf Amylose das Absorbtions-

maximum der Jod-Amylose-Färbung über einen grossen Teil der Reaktion

nicht nach kürzeren Wellenlängen verschoben. Auf Grund der er¬

wähnten Eigenschaften ist mit dieser spektrophotometrischen Methode

die Möglichkeit gegeben, verschiedene Amylasen voneinander zu unter¬

scheiden.

Die Bestimmung der saccharogenen Aktivität wurde durch die Er¬

fassung der freigesetzten reduzierenden Gruppen mit der Sumner-Methode

durchgeführt. Die Bestrebungen gingen auch hier darauf hinaus, die Abbau¬

reaktion über einen möglichst grossen Bereich auf rechnerische Weise er¬

fassen zu können. Es wurde eine Formel entwickelt, welche den nicht

linearen Verlauf der Zunahme der reduzierenden Gruppen (gemessen an

der Extinktion E der Reagenslösung) mit der Zeit charakterisiert:

K= E I—- + bI. Diese Formel gilt bis zu etwa 40% des maximal mög¬

lichen Abbaus (gemessen an der Farbintensität der Reagenslösung). Ver¬

glichen mit andern Methoden, welche nur Gültigkeit bis zu etwa 10% des
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maximal möglichen Stärkeabbaus haben (approximative Linearität zwi¬

schen Abbaugrad und Reaktionszeit), bietet diese Methode den Vorteil,
den Reaktionsmechanismus besser erfassen zu können. Ausserdem ist man

unabhängiger von der Konzentration der Enzymlösung.
Wenn auch mit den ausgearbeiteten Methoden unter Umständen eine

Verschiebung des relativen Anteils der einzelnen Amylasekomponenten in

einem Gemisch festgestellt werden kann, so erlauben sie doch nicht, jene
quantitativ zu erfassen; es ist notwendig, die betreffenden Komponenten
zu isolieren und zu charakterisieren, um die günstigsten Bedingungen aus¬

zuwählen, welche es ermöglichen, die Aktivitätsbestimmung auch in Be¬

gleitung der andern Enzyme durchzuführen. Um dieser Notwendigkeit
gerecht zu werden, wurde versucht, mit Hilfe von Ionenaustauschern eine

Trennung der Aspergillus flavus-oryzae-Diastase in ihre Komponenten
vorzunehmen. Studien an reiner Gersten-a-Amylase zeigten, dass es unter

günstiger Wahl der Bedingungen (Enzymmenge, pH des Elutionsmittels,

Durchflussgeschwindigkeit, Kolonnenhöhe, Temperatur) möglich ist, die¬

ses Enzym an Dowex-50 (schwach vernetzte Form) zu adsorbieren und auch

zum Teil wieder zu eluieren. Durch die Adsorbtion wird ein Teil des En¬

zyms inaktiviert und dies sogar bei 0°C; bei Zimmertemperatur findet fast

vollständige Inaktivierung statt. Es sei aber hervorgehoben, dass die Kapa¬
zität dieses Austauschers für Proteinadsorbtion sehr klein ist. Trennungs¬
versuche mit Hilfe von Dowex-50 an Aspergillus flavus-oryzae-Diastase
Hessen durch pH-Wechsel des Elutionsmittels wohl eine Auftrennung des

Eluates in verschiedene Komponenten vornehmen, aber diese waren nicht

rein. Es konnte eine Komponente sehr schwacher Aktivität bei hohem

pH-Wert eluiert werden, welche sich von den andern durch ihre Jod-
unempfindlichkeit unterschied.

Einige Trennungsversuche mit Hilfe des Austauschers Amberlite-XE-64

ergaben, dass bei pH 6 etwa 10% der Aktivität von Aspergillus flavus-

oryzae-Diastase zurückbehalten wird, gemessen an der dextrinisierenden

Wirkung. Ferner sind in den untersuchten drei Präparaten 2 schwache

Komponenten nachweisbar, welche bei weiterer Elution hervortreten. Die

Verschiedenheit dieser Komponenten von der ersten Komponente wurde

nicht nachgewiesen.

b) Zu den Untersuchungen über den Einfluss verschiedener Faktoren auf die Diastase-

Bildung durch Aspergillus flavus-ory^ae bei Kultivierung auf Weizenkleie

Die Bildung von Amylasen durch Aspergillus flavus-oryzae auf Kleie

wird von verschiedenen äusseren Faktoren beeinflusst. Es wurde die Wech¬

selwirkung von Temperatur, Wassergehalt und Schichthöhe der Kleie unter

Berücksichtigung der Bebrütungszei* auf die dextrinogene Aktivität unter¬

sucht. Durch Standardisierung der Kulturmethoden konnte eine genügend
gute Reproduzierbarkeit erreicht werden. Die zur Erreichung der maxi¬

malen Aktivität nötige Bebrütungszeit wird, abgesehen von der Temperatur,
nur wenig von den oben genannten Faktoren beeinflusst; die maximale
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Ausbeute an dextrinogenen Enzymen ist aber empfindlich von ihnen ab¬

hängig (vgl. Fig. 26 und 27). Die wichtigsten Charakteristika dieser Wechsel¬

wirkung sind schon unter „Allgemeine Schlüsse", S. 69, zusammengefasst.
Als innere Ursachen dieser Wechselwirkung werden, zum Teil wenigstens,
die Beeinflussung des Gasaustausches sowie Temperaturveränderungen im
Kleie-Innern angesehen.

Das Alter der Impfkultur (zwischen 10 und 290 Tagen) wirkt sich auf

die maximale Ausbeute an dextrinogenen Amylasen nicht aus. Die Enzym¬
produktion bei Anwendung alter Impfkulturen wird anfänglich etwas

verzögert; die maximale Ausbeute wird aber ungefähr zu gleicher Zeit

erreicht. Diese anfängliche Verzögerung wird auf die geschwächte Keim¬

fähigkeit der Konidien alter Kulturen zurückgeführt.
Von grosser Bedeutung für die Bildung von Amylasen durch Asper¬

gillus flavus-oryzae ist das pH im Kleiesubstrat. Ein pH von 5 ergibt schon

bemerkenswerte Depressionen in der Aktivität. Bei pH 4 werden nur sehr

geringe Ausbeuten erzielt. Durch Zusatz von Natronlauge bis auf einen

pH-Wert von 6,7 wird die Ausbeute nicht verringert. Bei diesen pH-Ver¬
suchen wurde auch die saccharogene Aktivität verfolgt. Es konnte unter

keinen Bedingungen eine Änderung im Reaktionsmechanismus der ver¬

zuckernden Enzyme bis zu 40% des Stärkeabbaus festgestellt werden; d.h.

die oben angegebene Formel zur Berechnung der saccharogenen Aktivität

konnte immer angewendet werden. Im Verlauf der Kulturzeit ändert sich

das Verhältnis von der dextrinogenen Aktivität zur saccharogenen Aktivität

ein wenig, so dass auf eine gewisse Verschiebung des relativen Anteils der

einzelnen Komponenten zu schliessen ist.
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6. Zusammenstellung einiger oft verwendeter Symbole

c = amylolytische (diastatische Aktivität)

c$ = dextrinogene Aktivität, bestimmt mit der modifizierten Wohlgemuth-
Methode

eD = dextrinogene Aktivität, bestimmt mit der spektrophotometrischen Methode

cs
= saccharogene Aktivität

/ = Reaktionszeit der Enzymlösung mit dessen Substrat, in Minuten

*T = 0,00126 Ï
> Konstanten zur Berechnung der saccharogenen Aktivität

b = 0,000451 J

M = Einwaage in g Kleie pro Kolben

Wx = Wasserzugabe in ml zur Kleie, vor der Sterilisation

JFa = Wasserzugabe in ml zur Kleie, nach der Sterilisation

T = Temperatur in °C
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