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Abkürzungen und Symbole

Abkürzungen und Symbole

Abkürzungen

ACBP Acyl-Coenzym A-Bindeprotein

ACN Acetonitril

Amp Ampicillin

A488 Alexa Fluor 488 C5

A594 Alexa Fluor 594 C5

CPMG Carr-Purcell-Meiboom-Gill Spinecho-Sequenz

Csp Kälteschockprotein (cold shock protein)

DMF Dimethylformamid

DMSO Dimethylsulfoxid

DTT Dithiothreitol

E.coli Escherichia coli
EDTA Natriumethylendiamintetraacetat

FID freier Induktionsabfall (free induction decay)
FRET Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer

GdmCl Guanidiniumchlorid

HSQC heteronuclear single quantum coherence
INEPT insensitive nuclei enhanced by polarization transfer
IPTG Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid

LFE lineare freie Enthalpie-Beziehung

NMR Kernmagnetische Resonanz (nuclear magnetic resonance)
NOE nuclear Overhauser enhancement
PAGE Polyacrylamidgelelektrophorese

PMSF Phenylmethansulfonylfluorid

pWT Pseudowildtyp

pWTSS Pseudowildtyp S12C/S89C

pWTSS
DA Pseudowildtyp S12C/S89C erst markiert mit A488 und dann mit A594

pWTSS
AD Pseudowildtyp S12C/S89C erst markiert mit A594 und dann mit A488

pWTS12
D Pseudowildtyp S12C markiert mit A488

pWTSS
D Pseudowildtyp S12C/S89C einfach-markiert mit A488

RNase Ribonuklease

SDS Natriumdodecylsulfat

SAXS Röntgenkleinwinkelstreuung (small angle X-ray scattering)
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Tris Tris-(hydroxymethyl)aminomethan

WLC worm like chain model

Symbole

H Enthalpie

S Entropie

G freie Enthalpie

ΔGO Differenz der freien Standardenthalpie

meq Kooperativität

Keq Gleichgewichtskonstante

kf Geschwindigkeitskonstante der Faltung

ku Geschwindigkeitskonstante der Entfaltung

kop Geschwindigkeitskonstante der Öffnungsreaktion

kcl Geschwindigkeitskonstante der Schließreaktion

kint Geschwindigkeitskonstante des chemischen Austausches

λ apparente Geschwindigkeitskonstante

τ Relaxationszeit

kB Boltzmannkonstante

T Temperatur in Kelvin

R ideale Gaskonstante

〈 r2〉1/ 2 mittlerer End-zu-Endabstand

RG Gyrationsradius

RS hydrodynamischer Radius

E Transfereffizienz

d Quantenausbeute des Donors

a Quantenausbeute des Akzeptors

εa Extinktionskoeffizient des Akzeptors

Id Fluoreszenzintensität des Donors

Ia Fluoreszenzintensität des Akzeptors

ηd Detektoreffizienz im Donorkanal

ηa Detektoreffizienz im Akzeptorkanal

J Überlappungsintegral

ε Dielektrizitätskonstante

n Brechungsindex
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R0 Försterabstand

2 Orientierungsfaktor

M molare Masse

L Kontourlänge

lp Persistenzlänge

CN charakteristisches Verhältnis

W Coulomb-Energie

e Elementarladung

I Ionenstärke

z Ladungszahl

h Planck'sches Wirkungsquantum

ν Frequenz

ω Kreisfrequenz

[Θ]MRW molare Elliptizität pro Aminosäurerest

d optische Weglänge 

r Anisotropie

R1 Geschwindigkeitskonstante der longitudinalen Relaxation

R2 Geschwindigkeitskonstante der transversalen Relaxation
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1. Einleitung

Die biologische Aktivität von Proteinen ist  untrennbar mit  ihrer dreidimensionalen Struktur 

verknüpft.  Die  enorme  Vielfalt  der  von  Proteinen  ausgeführten  Reaktionen,  wie  z.B. 

enzymatische Katalyse, Kontrolle von Genexpressionen, rezeptorvermittelte Signaltransduktion, 

basiert  letztlich auf  intermolekularen Wechselwirkungen. In  grober Näherung können diese 

Interaktionen mit einem Schlüssel-Schloss-Prinzip verglichen werden. Allerdings sind im Falle 

von Makromolekülen, wie Proteinen, weder das Schloss noch der Schlüssel statisch, sondern in 

gewissen  Grenzen  flexibel.  Neben  der  exakten  dreidimensionalen Form  ist  also  auch  die 

Flexibilität der Proteinstruktur entscheidend für die biologische Funktion.

Seit  dem  Gelingen  des  Nachweises,  dass  die  gesamte  Information  zur  Bildung  der 

Proteinstruktur in der Aminosäuresequenz enthalten ist (Anfinsen, 1973), stellt sich die Frage 

nach dem der Proteinfaltung zugrunde liegenden strukturbildenden Prinzip. Levinthal wies 1969 

darauf hin, dass eine Polypeptidkette eine astronomische Zeit benötigen würde um ihre native, 

d.h. aktive Struktur zufällig zu erlangen (Levinthal, 1969). Seitdem stellte sich heraus, dass 

viele  Proteine  während  der  Faltung  Zwischenstufen,  d.h.  partiell  gefaltete  Intermediate, 

durchlaufen  (Schmid,  1983,  Kuwajima  et  al.,  1985).  Proteinfaltung  ist  demzufolge  kein 

stochastischer Prozess sondern folgt vielmehr definierten Pfaden. Allerdings bleibt die Faltung 

vieler Proteine, bei denen keine Intermediate detektiert werden konnten (Zwei-Zustandsfalter), 

trotz einer Vielzahl von Modellen (Daggett & Fersht, 2003), noch weitgehend ungeklärt.

Neben dem aufgeführten Grundlagen-orientierten Aspekt, ist ein Verständnis des Faltungs- und 

vor allem des Entfaltungsvorganges von Proteinen von besonderer praktischer Bedeutung. So 

kann  die  Fehlfaltung  eines  Proteins  zu  schweren  Krankheiten,  wie  z.B.  Alzheimer  oder 
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Parkinson, führen. Die Entwicklung effizienter Therapeutika ist  demzufolge nur  mit  einem 

detaillierten  Verständnis der  physiko-chemischen  Eigenschaften  von  Polypeptidketten  im 

Allgemeinen, wie des Faltungsprozesses des jeweiligen Proteins im Besonderen, möglich.

Aufgrund ihrer hohen Regio- und Enantioselektivität finden Proteine, in diesem Fall Enzyme, in 

industriellen Herstellungsprozessen verbreitet Anwendung. Eine entscheidendes Kriterium für 

den industriellen Einsatz eines Proteins ist seine Stabilität, z.B. gegenüber hohen Temperaturen. 

In diesem Fall müssen der Faltungs- und Entfaltungsprozess des Proteins bekannt sein, um auf 

rationalem Wege effiziente Stabilitsierungstrategien entwickeln zu können.

Ein umfassendes Verständnis von Faltungs- und Entfaltungsprozessen ist allerdings nur dann 

möglich, wenn deren Verlauf auf atomarer Ebene mit hoher zeitlicher Auflösung experimentell 

zugänglich  ist.  Die  Methode  der  NMR-Spektroskopie  (nuclear  magnetic  resonance), 

insbesondere in Kombination mit einer Technik, die die Detektion schneller Amidprotonen-

Austauschprozesse erlaubt  (Gemmecker  et  al.,  1993),  kann strukturelle Informationen über 

einzelne Aminosäure-Reste während der Faltung und Entfaltung von Proteinen liefern. Lokale 

Entfaltungsvorgänge sind über die Bestimmung der Geschwindigkeitskonstanten der Faltung 

und Entfaltung eines Proteins mit atomarer Auflösung einer detaillierten Analyse zugänglich 

(Linderstrøm-Lang,  1955  und  Hvidt,  1966).  Allerdings  besitzt  die  Methode  der  NMR-

Spektroskopie den Nachteil, dass die mit ihr erhaltenen Informationen nur Mittelwerte über alle 

Moleküle der Probe darstellen.

Im  Gegensatz  zur  NMR-Spektroskopie  ermöglicht  die  Methode  der  Einzelmolekül-

spektroskopie die Analyse einzelner Moleküle. Selbst die geringen Anteile entfalteter Moleküle 

unter  nativ-ähnlichen  Bedingungen  sind  mittels  Einzelmolekülspektroskopie  somit  einer 

Analyse zugänglich. Signale von Proteinmolekülen unterschiedlicher Konformation lassen sich 

damit  voneinander  separieren.  Zusätzlich  ermöglicht  die  Kombination  dieser  Technik mit 

Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer (FRET) exakte Abstandsbestimmungen auf molekularer 

Ebene. Der entscheidende Nachteil der Einzelmolekülspektroskopie im Vergleich zur NMR-

Spektroskopie ist jedoch, dass Informationen jeweils nur über einen einzigen Abstand erhalten 

werden  können.  NMR-Spektroskopie  und  Einzelmolekülspektroskopie liefern  demzufolge 

komplementäre Informationen über Faltungs- und Entfaltungsprozesse bei  Proteinen. In der 

vorliegenden Arbeit sollten deshalb beide Techniken kombiniert zum Einsatz kommen, um die 

initialen Schritte der Faltung und Entfaltung eines Modellproteins zu untersuchen.

An einer Variante des Proteins Barstar (10,2 kDa) (Nölting  et al., 1995) gelang es, die unter 

nativen Bedingungen in  der  entfalteten Polypeptidkette wirkenden Kräfte zu  identifizieren. 

Weiterhin konnte ein während der Entfaltung des Proteins auftretendes Intermediat strukturell 

wie auch energetisch charakterisiert werden.
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2. Theorie

2.1. Barstar als Modellprotein

Barstar ist  der natürliche Inhibitor der Ribonuklease Barnase aus dem Organismus  Bacillus 
amyloliquefaciens (Hartley, 1989). Das Protein besteht aus 89 Aminosäuren und besitzt eine 

molare Masse von 10,2 kDa. Die NMR-Struktur von Barstar (Lublienski et al., 1994) wie auch 

die Röntgenkristallstruktur (Ratnaparkhi et al., 1998) zeigen ein Ein-Domänenprotein bestehend 

aus  3  parallelen β-Faltblättern und vier  α-Helices (Abb. 2.1 A und B).  Barstar  besitzt  zwei 

biologisch funktionale Cysteinreste in Position 40 und 82, die innerhalb der Zelle reduziert 

vorliegen.  Im  reduzierenden intrazellulären Milieu  hat  Barstar  eine  außergewöhnlich hohe 

Affinität zu Barnase (Abb. 2.1 C),  wobei die Wechselwirkungen zwischen beiden Proteinen 

größtenteils  elektrostatischer Natur  sind.  Negativ  geladene Aminosäurereste binden  in  der 

positiv  geladenen  Bindungstasche  von  Barnase  (Buckle  et  al.,  1994).  Umfangreiche 

thermodynamische und kinetische Untersuchungen zur  Interaktion von Barstar  mit  Barnase 

konnten  in  Kombination  mit  protein  engineering die  Energiebeiträge  der  an  der 

Wechselwirkung beteiligten Aminosäuren identifizieren (Frisch  et  al.,  1997;  Schreiber und 

Fersht,  1993a;  Schreiber  und  Fersht,  1995;  Schreiber  et  al.,  1997).  Im  oxidierenden 

extrazellulären Milieu dagegen, werden die beiden Cysteine in Position 40 und 82 zu Cystin 

oxidiert, was eine verminderte Affinität von Barstar für Barnase zur Folge hat.  Aus NMR-

Relaxationsexperimenten konnte weiterhin geschlossen werden, dass die an der Interaktion mit 

Barnase beteiligte Region von Barstar relativ unflexibel ist (Sahu  et al.,  2000a; Sahu  et al., 
2000b).
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Abbildung  2.1.  Raumstrukturen  von  Barstar  und  dem  Barstar-Barnase  Komplex. (A)  NMR-

Struktur  von Barstar-Wildtyp (Lublienski  et  al.,  1994;  pdb-file  1bta).  (B)  Röntgenkristallstruktur der 

Variante Barstar-C82A (Ratnaparkhi et al., 1998; pdb-file 1a19). (C) Röntgenkristall-Struktur des Barstar-

Barnase-Komplexes  (Vaughan et  al.,  1999;  pdb-file  1b27).  Die  Farbskala  in  A entspricht  den rmsd-

Werten der Cα-Atome der NMR-Struktur. Die Strukturen in B und C wurden entsprechend der B-Faktoren 

der Cα-Atome des Peptidrückgrates eingefärbt. Blau bedeutet niedriger rmsd-Wert bzw. B-Faktor und Rot 

bedeutet hoher rmsd-Wert bzw- B-Faktor.

Barstar enthält jeweils einen Prolinrest in Aminosäureposition 27 und 48. Die Peptidylprolyl-

Bindung Leu26-Pro27 liegt im nativen Protein in einer trans-Konformation, die Bindung Tyr47-

Pro48 dagegen in einer cis-Konformation vor. Beide Peptidylprolyl-Bindungen sind die Ursache 

für  die  Heterogenität  des  entfalteten  Zustandes  von  Barstar.  Abhängig  vom 

Isomerisierungszustand  beider  Peptidylprolyl-Bindungen  liegen  im  thermodynamischen 

Gleichgewicht vier entfaltete Spezies vor (U27cis
48cis, U27trans

48cis, U27cis
48trans, U27trans

48trans).

Zur  Vereinfachung von  Stabilitäts-  und  Faltungsstudien  wurde  die  Variante C40A/C82A 

entwickelt. Dieses permanent aktive Protein wurde als pseudo-Wildtyp* (pWT*) bezeichnet 

(Schreiber  und  Fersht,  1993b).  Eine  weitere  Variante (C40A/C82A,  P27A)  wurde  für 

Temperatur-Relaxations-Experimente sowie  zum  Studium  der  cis-trans-Isomerisierung  der 

Peptidylprolyl-Bindung Tyr47-Pro48 verwendet (Nölting  et  al.,  1995;  Nölting  et  al.,  1997; 

Killick et al., 1999). Diese Variante wird in der Literatur allgemein als pseudo-Wildtyp (pWT) 

bezeichnet und dient in der vorliegenden Arbeit als Modellsystem. Strukturell konnten keine 

Unterschiede  zwischen  pseudo-Wildtyp*  und  reduziertem  Wildtyp  festgestellt  werden. 

Allerdings  zeigen  NMR-Relaxationsexperimente  Unterschiede  in  der  Dynamik  des 

Peptidrückgrates zwischen der Variante C82A und dem Wildtyp (Ratnaparkhi et al., 1998). Im 

Gegensatz zu dem aus dem Originalorganismus isolierten Protein enthält das durch heterologe 

Genexpression  im  Wirtsorganismus  Escherichia  coli hergestellte  Protein  noch  einen 
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zusätzlichen Methionylrest am N-Terminus (Met0). Das rekombinant hergestellte Protein zeigt 

jedoch  keine  Unterschiede  in  der  Hemmwirkung  auf  Barnase  sowie  keine  strukturellen 

Unterschiede im Vergleich zum natürlichen Protein (Mossakowska  et al., 1989).

Untersuchungen zur thermodynamischen Stabilität zeigen, dass Barstar bei pH 7 und 25°C nur 

eine relative geringe Stabilität von 20,5 kJᐧmol-1 (Wildtyp) aufweist (Shastry et al., 1994). Bei 

pH 8 und 25°C wurde für pWT* eine Stabilität von 20,2 kJᐧmol-1 (Schreiber und Fersht, 1993b) 

und für pWT eine Stabilität von 12,9 kJᐧmol-1 (Golbik  et al., 1999) gefunden. Aufgrund der 

geringen  thermodynamischen  Stabilität  des  Proteins  kann  Barstar  auch  durch  niedrige 

Temperaturen (T < 273)  in  Gegenwart  geringer Konzentrationen an  Denaturanzien entfaltet 

werden (cold unfolding) (Agashe und Udgaonkar, 1995). Dies konnte genutzt werden, um den 

entfalteten Zustand von pWT* CD-und NMR-spektroskopisch zu untersuchen (Wong et al., 
1996; Nölting  et al., 1997). Innerhalb der entfalteten Polypeptidkette konnten labile helikale 

Strukturen nachgewiesen werden. Unterhalb des isoelektrischen Punktes des Proteins (pI = 4,9) 

bildet  sich  ein  molten-globule ähnlicher  Zustand  (A-state).  Dieser  Zustand  bildet  lösliche 

Aggregate bestehend aus 16 Monomeren (Juneja et al., 2002) und kann zu höheren fibrillären 

Aggregaten polymerisieren (Gast et al., 2003).

Erste kinetische Untersuchungen der Faltung von Barstar-Wildtyp und pWT* zeigten aufgrund 

der  durch  die  Prolinisomerisierung  der  Leu26-Pro27  und  Tyr47-Pro48 Peptidylprolyl-

Bindungen  hervorgerufenen  Heterogenität  des  entfalteten  Zustandes  zwei  parallele 

Faltungswege (Shastry  et al., 1994; Schreiber und Fersht, 1993b). In beiden Studien wurden 

zwei  Faltungsreaktionen  mittels  intrinsischer  Tryptophanfluoreszenz detektiert.  Startet  die 

Faltungsreaktion ausgehend von einer Mischung aus  cis- und  trans-Isomeren im entfalteten 

Zustand, konnte ein nativ-ähnliches Faltungsintermediat (IN) nachgewiesen werden. IN ist aktiv, 

d.h. in der Lage Barnase zu hemmen, und unterscheidet sich vom nativen Protein dadurch, dass 

die Bindung Tyr47-Pro48 in einer trans-Konformation vorliegt (Schreiber und Fersht, 1993b). 

Anhand der Variante pWT konnte gezeigt werden, dass  die  langsame Rückfaltungsreaktion 

durch die cis/trans-Peptidylprolylisomerase Cyclophilin 18 (Cyp 18) beschleunigt wird (Golbik 

et al., 1999).

Eine umfassende Analyse der Faltung von Barstar-Wildtyp gibt ein komplexes Bild (Shastry 

und Udgaonkar, 1995). Der initiale Schritt der Faltung von Barstar ist ein hydrophober Kollaps 

der  entfalteten  Polypeptidkette  (Agashe  et  al.,  1995a).  Für  die  Faltung,  ausgehend  vom 

entfalteten Zustand mit der  Tyr47-Pro48-Bindung in  trans-Konformation (Us),  wurden zwei 

parallele  Faltungswege  postuliert.  Beide  führen  über  getrennte  Intermediate  (IS1 und  IS2). 

Allerdings wird nur auf dem Weg über IS1 auch IN populiert. Aus ANS-Bindungsstudien wurde 

zusätzlich auf die Bildung von zwei  molten-globule-ähnlichen Intermediaten geschlossen (IM1 
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und IM2). Indirekt konnte auch für die Faltungsreaktion ausgehend vom entfalteten Zustand mit 

der Peptidylprolylbindung Tyr47-Pro48 in der  cis-Konformation, auf das Vorhandensein eines 

Intermediates (IF)  geschlossen werden. Eine nähere Charakterisierung von I F gelang jedoch 

nicht (Shastry und Udgaonkar, 1995).

Hochaufgelöste  Informationen  über  den  Faltungsprozess  von  pWT  konnten  anhand  von 

Temperatur-Relaxations-Experimenten in Kombination mit Φ-Wert-Analysen gewonnen werden 

(Nölting  et al. 1995; Nölting  et al. 1997). Aus der  Φ-Wert-Analyse lässt sich folgern, dass 

innerhalb  der  ersten  1  bis  2  ms  ein  Nukleus,  bestehend  aus  den  Aminosäureresten des 

hydrophoben Kernes gebildet wird. Teile der α-Helix 1 des Proteins werden ebenfalls in dieser 

ersten  Faltungsreaktion  gebildet.  In  einem  zweiten  Schritt  bilden  sich  die  weiteren 

Sekundärstrukturen wie  α-Helix 2,  α-Helix 4  und die  β-Faltblätter. α-Helix 3  bildet  sich als 

letztes Sekundärstrukturelement.

Analog zur Faltung von Barstar verläuft auch die Entfaltung des Proteins über parallele Wege. 

So konnte mittels Fluoreszenz- und CD-Spektroskopie für die Variante W38F/W44F gezeigt 

werden, dass während der Totzeit (1ms) des Experiments, Entfaltungsintermediate (burst-phase 
intermediates) populiert werden (Zaidi  et al.,  1997). Aus diesen Experimenten wurden zwei 

parallele  Entfaltungswege postuliert.  Überdies  geben  zeitaufgelöste  Fluoreszenz-Resonanz-

Energie-Transfer-Studien (time-resolved FRET,  trFRET) der Entfaltung von Barstar Hinweise 

auf  eine  kontinuierliche  Expansion  des  nativen  Proteins  bei  Transfer  in  hohe 

Harnstoffkonzentrationen (Lakshmikanth et al., 2001). In einer weiteren FRET-Studie konnte 

durch  ortsgerichtete  Markierung  von  cysteinhaltigen  Varianten  des  Proteins  die 

Entfaltungsreaktion ortsspezifisch verfolgt werden. Während die bekannte Entfaltungskinetik 

erhalten wurde, wenn Barstar W38F/W44F in Position 40 oder 82 markiert wurde, lieferte eine 

Markierung in Position 25 oder 62 eine zusätzliche schnelle Entfaltungsreaktion (Srivedi und 

Udgaonkar, 2003). Aus der  Tatsache, dass die Positionen 40 und 82 weniger Oberflächen-

exponiert sind als die Positionen 25 und 62, schlossen die Autoren, dass die Proteinoberfläche 

während der Entfaltung schneller expandiert, als der hydrophobe Kern (hydrophobic core) des 

Proteins solvatisiert wird (Srivedi und Udgaonkar, 2003).

Kürzlich  konnte  gezeigt  werden,  dass  der  Faltungsreaktion  von  Barstar  ein  Kollaps  der 

entfalteten Polypeptidkette vorgelagert ist (Sinha und Udgaonkar, 2005; Sinha und Udgaonkar, 

2007). Die Ergebnisse lassen vermuten, dass der Kollaps vom expandierten zum kollabierten 

Zustand  einen  Phasenübergang höherer  Ordnung  darstellt.  Aus  trFRET-Experimenten ging 

hervor,  dass  sich  die  entfaltete  Polypeptidkette  in  GdmCl  und  Harnstoff  ähnlich  verhält. 

Allerdings waren diese Experimente auf relativ hohe Denaturanzkonzentrationen beschränkt 

(> 3 M GdmCl, > 5 M Harnstoff) (Saxena et al., 2006).
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2.2. Grundlagen der Proteinfaltung

2.2.1. Allgemeine Modelle zur Faltung von Proteinen

Die Aufklärung der in Proteinen ausgebildeten Strukturen wie α-Helices und β-Faltblätter hatte 

eine Vielzahl von Studien zur Thermodynamik und Kinetik ihrer Bildung zur Folge. So konnte 

Anfinsen zeigen, dass die globale dreidimensionale Struktur eines Proteins ohne eine spezielle 

biologische Maschinerie in vitro spontan ausgebildet wird (Anfinsen, 1973). Dieses Ergebnis 

war vor allem deshalb überraschend, da die zu dieser Zeit bekannten Kristallstrukturen zeigten, 

dass Proteine im Gegensatz zu DNA keine einfachen repetitiven Strukturen darstellen.

Eine Vielzahl von allgemeinen Modellen zur Faltung von Proteinen wurden seitdem aufgestellt. 

Basierend  auf  dem  hierarchischen Aufbau  von  Proteinen,  Primärstruktur-Sekundärstruktur-

Tertiärstruktur, folgen manche Modelle dieser Hierarchie. So bilden sich im Rahmenmodell 

(framework  model)  zunächst  Elemente  der  nativen  Sekundärstruktur  unabhängig  von  der 

Tertiärstruktur des  Proteins  (Fersht,  1999;  Wedemeyer  et  al.,  2002).  Durch  Diffusion und 

Kollision dieser Sekundärstrukturen (diffusion-collision model) entsteht schließlich die native 

Tertiärstruktur. Das  klassische Modell  geht  allerdings von  der  Bildung eines  Nukleus aus. 

Dieser  bestünde  aus  einigen  in  der  Sequenz  benachbarten  Aminosäuren  und  könnte  den 

Startpunkt für  den Aufbau der Tertiärstruktur darstellen (classic nucleation)  (Fersht, 1999). 

Dieses Modell wurde zum Nukleations-Kondensations-Modell (nucleation condensation model) 
erweitert (Fersht, 1999). Auch hier wird ein Nukleus als Startpunkt der Faltung angenommen. 

Allerdings ist dieser nicht auf einige benachbarte Aminosäuren beschränkt, sondern kann auch 

nichtlokale  Kontakte  beinhalten.  Es  wird  angenommen,  dass  die  Strukturbildung und  die 

Stabilisierung  des  Nukleus  konzertiert  ablaufen.  Basierend  auf  der  besonderen  Rolle  des 

hydrophoben Effektes wurde das Modell des hydrophoben Kollaps entwickelt (hydrophobic 
collapse model) (Fersht, 1999). Laut diesem Modell kollabiert die Polypeptidkette zunächst zu 

einem dichten Knäuel, um hydrophobe Aminosäuren vom Lösungsmittel Wasser abzuschirmen. 

Nachfolgend bilden sich Sekundär- und Tertiärstrukturen. Schließlich geht ein weiteres Modell, 

das Puzzle-Modell (jigsaw model) davon aus, dass jedes Molekül auf individuellem Wege in 

den nativen Zustand faltet (Fersht, 1999; Harrison und Durbin, 1985). Einige der aufgeführten 

Modelle implizieren die Existenz von Zwischenstufen, d.h. teilgefalteten Intermediaten. Obwohl 

solche Intermediate tatsächlich für eine Vielzahl von Proteinen, wie RNaseA (Schmid, 1983), 

Lysozym (Kuwajima et al., 1985; Radford et al., 1992; Chaffotte et al., 1992 Kiefhaber et al., 
1995), α-Lactalbumin (Kuwajima et al., 1985) und Barstar (Shastry und Udgaonkar, 1995) 
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Abbildung 2.2. Schematische Darstellung der Energielandschaft der Proteinfaltung. (A) Enthalpie 

(H),  Entropie (S) und freie Enthalpie (G) als Funktion der Reaktionskoordinate der Proteinfaltung im 

Falle fehlender Balance zwischen Enthalpie und Entropie. (B) Schematische Darstellung der Entropie als 

Funktion der Enthalpie sowie Enthalpiespektren für Proteine und unstrukturierte Heteropolymere. Die 

Schmelztemperatur  des  Proteins  ist  mit  TF und  die  Glasübergangstemperatur  mit  TC bezeichnet.  Die 

Enthalpie-Lücke  (energy gap)  zwischen  der  energetisch  niedrigsten  und  der  nächst  höher  liegenden 

Konformation des Proteins ist im Enthalpiespektrum als ΔH angegeben (nach Finkelstein, 2002).

experimentell nachgewiesen werden konnten, ist aufgrund der geringen Informationen über die 

Struktur dieser Intermediate eine eindeutige Zuordnung zu einem der Modelle nicht möglich. 

Allerdings konnte gezeigt werden, dass Intermediate, unter bestimmten Bedingungen, zu einer 

Beschleunigung der  Faltungsreaktion führen  (Wagner und  Kiefhaber, 1999).  Unklar  bleibt 

jedoch, ob tatsächlich alle Moleküle eines Proteins einem festen, vorgegebenen Pfad folgen oder 

ob eine Vielzahl von mikroskopischen Wegen zum nativen Zustand existieren.

Eine Alternative zur konventionellen Betrachtung der Proteinfaltung als definierten Pfad über 

Intermediate entwickelte sich in  den späten achtziger Jahren des  zwanzigsten Jahrhunderts. 

Darin wird der Faltungsprozess als diffusive Wanderung auf einer Energieoberfläche betrachtet 

(Bryngelson and Wolynes, 1987). Diese Betrachtungsweise ist dann hilfreich, wenn die Faltung 

über ein Ensemble mehrerer Strukturen erfolgt. In diesem Falle kann eine Beschreibung der 

Protein-Energielandschaft  mit  Mitteln  der  statistischen  Mechanik  genutzt  werden.  Die 

Energielandschaft der  Proteinfaltung kann als  eine  Art  Energie-Trichter (funnel)  betrachtet 

werden  (Dill,  1987;  Dill  und  Chan,  1997;  Leopold  et  al.,  1992;  Zwanzig  et  al.,  1992; 

Bryngelson et al., 1995; Chan und Dill, 1998). An dessen Ende wird die energieärmste Struktur, 

der  native  Zustand,  erreicht.  In  den  frühen  Stadien  der  Faltung  leitet  der  Trichter  die 

Polypeptidkette effektiv zu energieärmeren Zuständen. Strukturell bedeutet dies, dass innerhalb 

der Polypeptidkette Interaktionen zwischen den einzelnen Aminosäuren ausgebildet werden. 

Allerdings  ist  neben  der  inneren  Energie  oder,  bei  konstantem  Druck  und  konstanter 

Temperatur, der Enthalpie, auch die Entropie der Polypeptidkette für die Form des Trichters 

entscheidend. Intramolekulare Interaktionen sind zwar enthalpisch günstig, schränken aber die 
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Freiheitsgrade der  Polypeptidkette ein  und sind folglich entropisch ungünstig. Die Balance 

zwischen Enthalpie und Entropie bestimmt deshalb die Form des Trichters. Ist  die Balance 

zwischen Enthalpie und Entropie nicht gegeben, so entsteht an dieser Stelle des Trichters eine 

Barriere.  Diese  kann  als  Pendant  des  klassischen  Übergangszustandes betrachtet  werden 

(Abb. 2.2. A).  Prinzipiell  ist  diese  Betrachtungsweise dem schon erwähnten Puzzle-Modell 

(jigsaw model) ähnlich. Die makroskopisch sichtbaren Intermediate würden dann erst am Ende 

des Faltungsprozesses signifikant populiert werden. Die konventionelle Betrachtungsweise der 

Faltung als  diskreten Pfad über Intermediate stellt  somit einen Grenzfall der allgemeineren 

Energie-Landschaft-Betrachtungsweise dar.

Vom chemischen  Standpunkt  aus  gesehen,  stellen  Proteine  eine  besondere  Form  von 

Heteropolymeren,  bestehend  aus  20  Aminosäuren,  dar.  Für  eine  Kette  bestehend  aus  N 

Aminosäuren gibt es also letztlich 20N mögliche Sequenzen. Von diesen 20N Sequenzen besitzt 

tatsächlich nur ein Bruchteil eine thermodynamisch günstige eindeutige native Struktur. Diese 

Sequenzen werden als thermodynamisch faltbare Sequenzen bezeichnet (Onuchic et al., 1997). 

Ein grundlegender Unterschied zwischen Proteinen und zufälligen Heteropolymeren besteht in 

der Toleranz von Proteinen gegenüber Änderungen der physiko-chemischen Bedingungen wie 

Temperatur, pH-Wert und Zusammensetzung des Lösungsmittels. Dies wird deutlich wenn die 

Entropie der  Polypeptidkette gegen deren innere  Energie oder, bei  konstantem Druck und 

Temperatur, gegen  deren Enthalpie aufgetragen wird  (Abb. 2.2. B).  Während zwischen der 

nativen Konformation eines Proteins und allen weiteren Konformationen keine Zwischenstufen 

existieren  (energy  gap),  weisen  zufällige  Heteropolymere  ein  kontinuierliches  Enthalpie-

spektrum auf (Abb. 2.2. B). Experimentell bedeutet dies, dass Proteine in einem Alles-oder-

Nichts-Prozess bei der Temperatur TF denaturieren, d.h. das Protein ist entweder aktiv oder 

inaktiv  (Finkelstein und Ptitsyn,  2002).  Dagegen werden  die  Konformationen von  Hetero-

polymeren unterhalb der so genannten Glasübergangstemperatur TC nur eingefroren, ohne dass 

die Kette eine definierte Struktur ausbildet.

Da  Proteine auch innerhalb einer  biologisch sinnvollen Zeit  falten müssen,  wird  die  Zahl 

funktionaler Sequenzen zusätzlich eingeschränkt. Proteine müssen nicht nur thermodynamisch, 

sondern auch kinetisch faltbar sein.

2.2.2. Experimentelle Analyse der Proteinfaltung

Trotz  ihrer  Komplexität  lassen  sich  Proteinfaltungsreaktionen  oft  durch  sehr  einfache 

Reaktionsmodelle  beschreiben.  Grundsätzlich  wird  angenommen,  dass  der  Faltungs- 

mechanismus eine  endliche  Anzahl  kinetischer  Spezies  umfasst.  Diese  müssen  sich  durch 
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Energiebarrieren, die signifikant größer als die thermische Energie (> 5kBT) sind, voneinander 

unterscheiden, um als beobachtbare Zustände gelten zu können (Bieri und Kiefhaber, 2000). Die 

kinetischen  Spezies  werden  als  homogene  Zustände  im  Sinne  der  Thermodynamik 

angenommen.  Basierend auf diesen Annahmen können die Übergänge von einer kinetischen 

Spezies (Xi) zur nächsten (Xj) durch mikroskopische Geschwindigkeitskonstanten (kij und kji) mit

kij

Xi Xj [2.1]
kji

beschrieben werden. Die Übergänge von einer zur anderen kinetischen Spezies sind Reaktionen 

1.  Ordnung  weshalb  die  zeitabhängige  Änderung  von  Messgrößen  (Observablen)  wie 

Fluoreszenzintensität,  Absorption  oder  Aktivität  als  Summe  von  Exponentialfunktionen 

dargestellt werden können:

P t−P∞=∑
i=1

n

Ai e
−it . [2.2]

In [2.2] ist  Pt das Messsignal zur Zeit  t und  P∞ das Signal nach Ablauf der Reaktion. Die 

apparenten Geschwindigkeitskonstanten λi wie auch die Amplituden  Ai sind Funktionen der 

mikroskopischen Geschwindigkeitskonstanten. Für die Werte der Amplituden sind zusätzlich 

noch die Anfangsbedingungen entscheidend. Allgemein gilt, dass ein kinetischer Mechanismus 

mit n kinetischen Spezies zu n-1 apparenten Geschwindigkeitskonstanten führt.

Mehr  als  20  bekannte Proteine  falten  nach  dem lt.  [2.1]  einfachsten Schema,  dem Zwei-

Zustandsmodell (Jackson, 1998):

ku

N U [2.3]
kf

In  [2.3]  existiert das  Protein nur  in  zwei möglichen Konformationszuständen, dem nativen 

Zustand (N)  und dem entfalteten Zustand (U).  Die  Faltung und Entfaltung wird  durch die 

mikroskopischen  Geschwindigkeitskonstanten  kf und  ku charakterisiert.  Die  apparente 

Geschwindigkeitskonstante λ ist für dieses Modell

=k fku . [2.4]

Das  Gleichgewicht  (equilibrium)  der  Reaktion  ist  erreicht  wenn  die  Geschwindigkeit  der 

Faltungsreaktion gleich der Geschwindigkeit der Entfaltungsreaktion ist, d.h.

k f [U ]eq=ku [N ]eq . [2.5]

Durch [2.5] ist die Gleichgewichtskonstante des Modelles durch
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K eq=
[N ]eq

[U ]eq
=

k f

ku
[2.6]

definiert. Die Gleichgewichtskonstante Keq ist über die van't Hoff-Beziehung mit der Differenz 

der freien Enthalpie (ΔGO) zwischen nativem (N) und entfaltetem Zustand (U) durch

G O=−RT ln K eq=−RT ln  [N ]eq

[U ]eq =−RT ln  k f

ku  . [2.7]

verknüpft.  ΔGO wird  auch  als  thermodynamische  Stabilität  des  Proteins  bezeichnet.  Im 

Folgenden wird stets die thermodynamische Stabilität unter nativen Bedingungen angegeben 

und als Stabilität bezeichnet. Aus [2.7] wird ersichtlich, dass die Stabilität des Proteins sowohl 

aus kinetischen Experimenten, durch die Bestimmung von kf und ku, wie auch aus Experimenten 

im thermodynamischen Gleichgewicht, durch Bestimmung von [N]eq und [U]eq, ermittelt werden 

kann. 

Experimentell erfolgt die Bestimmung von ΔGO durch Entfalten der Proteine mittels chemischer 

Denaturanzien wie Guanidiniumchlorid (GdmCl) und Harnstoff. Empirisch wurde gefunden, 

dass ΔGO linear von der Denaturanzkonzentration [D] abhängt,

GO=G O H 2 O meq [D ] . [2.8]

Der  Parameter  meq wird  als  Kooperativität bezeichnet und korreliert mit  der  Differenz der 

Lösungsmittel-zugänglichen Oberfläche  (solvent  accessible  surface  area,  SASA)  zwischen 

nativem und entfaltetem Protein (Myers  et  al.,  1995). Ähnliche Beziehungen (lineare-freie-

Enthalpie-Beziehungen, LFE) gelten für die logarithmierten Geschwindigkeitskonstanten

ln k f=ln k f
0m f

ǂ [D ] [2.9]

ln ku=ln ku
0mu

ǂ [D ] [2.10]

mit

meq=mu
ǂ−m f

ǂ . [2.11]

In [2.9] und [2.10] sind kf
0 und ku

0 die Geschwindigkeitskonstanten der Faltung und Entfaltung 

in Abwesenheit von Denaturanz.

Proteine, die  makroskopisch detektierbare Intermediate aufweisen, werden durch das  Zwei-

Zustandsmodell nicht adäquat beschrieben. In solchen Fällen kann das in [2.3] skizzierte Modell 

um partiell gefaltete Intermediate (I) erweitert werden (Ikai und Tanford, 1973). 

Die vorgestellten chemischen Modelle beruhen auf dem Konzept des Übergangszustandes. Die 

Theorie des Übergangszustandes (transition-state-theory, TST) verknüpft die mikroskopische 
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Abbildung  2.3.  Schematische  Darstellung  der  freien  Reaktionsenthalpie  der  Proteinfaltung  im 
Rahmen der Kramer'schen Reaktionstheorie. 

Geschwindigkeitskonstante  k mit der freien Aktivierungsenthalpie (ΔG╪) über

k=
k B T

h
e
−
Gǂ

RT . [2.12]

In [2.12] ist  der Transmissionskoeffizient der maximal einen Wert von 1 erreichen kann. In 

dichten  Medien,  z.B.  in  Lösungen,  ist  <  1.  Ursprünglich wurde die  TST für  einfache 

Gasphasenreaktionen entwickelt (Eyring, 1935), weshalb der Transmissionsfaktor eine ad hoc 
eingeführte Größe ist. Außerdem wurde für die Herleitung von [2.12] ein unrealistisches quasi-

Gleichgewicht zwischen Grund- und Übergangszustand angenommen.  Eine Erweiterung der 

konventionellen  TST  wurde  1940  von  Kramer  vorgenommen  (Kramer,  1940).  Kramer 

betrachtete ein Partikel in einem Energieminimum, das durch eine Potentialbarriere von einem 

zweiten Minimum getrennt ist (Abb. 2.3). Er formulierte eine der TST ähnliche Gleichung, um 

die Geschwindigkeitskonstante der Reaktion mit der Höhe der Potentialbarriere zu verknüpfen, 

berücksichtigte dabei  jedoch das  das  Partikel  umgebende Medium. Im Gegensatz zur  TST 

wurden keine zusätzlichen Annahmen gemacht. In

k=
minmax D max

2k B T
e
−
GOǂ

k BT =k0 e
−
GOǂ

k B T [2.13]

sind ωmin und ωmax Frequenzen, die die Krümmung der Potentialoberfläche im Minimum und im 
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Maximum,  dem  Übergangszustand,  beschreiben.  Dmax ist  der  Diffusionskoeffizient  im 

Übergangszustand.  Die  durch  Dmax implizit  vorhandene  Abhängigkeit  der  Geschwin-

digkeitskonstante  von  der  Viskosität  des  Lösungsmittels  wurde  auch  experimentell 

nachgewiesen (Hagen et al., 1996; Jacob et al., 1999; Perl et al., 2002; Neuweiler et al., 2007 

Pradeep und Udgaonkar, 2007). Allerdings bestimmt im Falle von Proteinfaltungsreaktionen 

nicht  nur  die  Viskosität  des  Lösungsmittels,  sondern  auch  die  Reibung  innerhalb  der 

Polypeptidkette,  d.h.  die  intrinsische  Viskosität,  die  Geschwindigkeitskonstante. Um  eine 

möglichst realistische Abschätzung der Potentialbarriere einer Faltungsreaktion zu erreichen 

wurde versucht den präexponentiellen Faktor in Gleichung [2.12] bzw. [2.13] zu bestimmen. 

Erste Experimente mittels FRET durch Haas und Mitarbeiter (Haas et al., 1978) lieferten die 

Relaxationszeiten der Relativbewegung von Donor-Fluorophoren zu Akzeptor-Fluorophoren in 

kurzen  Peptiden.  Sie  erhielten  Diffusionskoeffizienten von  2.6·107 bis  6.4·107 cm2s-1 was 

Relaxationszeiten im Bereich von 3 bis 9 ns entspricht. Durch Bieri  et al. (1999) wurden die 

Geschwindigkeitskonstanten der Kontaktbildung innerhalb von kurzen unstrukturierten Glycin-

haltigen Peptidketten (3 Peptidbindungen) durch Messung des Triplett-Triplett-Energietransfers 

zwischen  zwei  Fluorophoren  zu  10-20 ns  bestimmt.  Erste  Aussagen  über  die  intrinsiche 

Dynamik  einer  entfalteten  Polypeptidkette  unter  verschiedenen  Lösungsmittelbedingungen 

konnten durch Nettels et al. (2007) getroffen werden. Für das Kälteschockprotein (cold shock 
protein,  Csp)  aus  Thermotoga  maritima CspTm wurden  mittels  FRET-gekoppelter 

Einzelmolekülspektroskopie Relaxationszeiten der intrinsichen Dynamik der entfalteten Kette 

von 20 ns bis 60 ns gefunden. Unter der Annahme, dass ωmin = ωmax sowie Dmax = Dmin, ist der 

präexponentielle Faktor durch (Abb. 2.3)

k 0≈
min

2 Dmin

2 k BT
[2.14]

gegeben.  Für  CspTm konnte  k0 zu  2,5·106 s-1 bestimmt  werden.  Zuverlässige  Werte des 

präexponentiellen Faktors für Entfaltungsreaktionen sind bisher nicht bekannt. Sicher ist jedoch, 

dass die Dynamik des nativen Zustandes zum großen Teil von der intrinsischen Viskosität der 

gefalteten Polypeptidkette bestimmt wird. Eine Abschätzung unter Nutzung der für Myoglobin 

bestimmten  intrinsischen  Viskosität von  4.1 cP  ergibt  einen  präexponentiellen Faktor  von 

2·107 s-1  (Ansari  et  al.,  1992;  Bieri  et  al.,  1999;  Bieri  und  Kiefhaber, 2000).  Anhand der 

Kramer'schen  Reaktionstheorie  wird  deutlich,  dass  eine  exakte  Berechnung  der  freien 

Aktivierungsenthalpien  von  Faltungsreaktionen  eine  genaue  Kenntnis  der  Dynamik  des 

entfalteten  Zustandes  voraussetzt.  Im  Folgenden  soll  deshalb  auf  die  Physik  entfalteter 

Polypeptidketten näher eingegangen werden.
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2.3. Der entfaltete Zustand

2.3.1. Modelle zur Beschreibung des entfalteten Zustandes

Viele Polymere  können  in  erster  Näherung  als  strukturloses  Zufallsknäuel  (random  coil) 
behandelt  werden  kann.  Ob  diese  Näherung  im  Falle  entfalteter  Proteine  erlaubt  ist,  ist 

Gegenstand aktueller  Forschung und  noch  nicht  restlos  geklärt,  da  für  einige  Proteine im 

entfalteten Zustand nativ-ähnliche Reststrukturen nachgewiesen werden konnten (Neri  et al., 
1992; Shortle und Ackerman, 2001; Klein-Seetharaman et al., 2002). Streng genommen ist die 

Annahme eines Zufallsknäuels für  solche Proteine demnach nicht  gerechtfertigt. Allerdings 

zeigte sich, dass das Vorhandensein rudimentärer Sekundärstrukturen in entfalteten Proteinen 

nicht notwendigerweise zu Abweichungen vom globalen Verhalten eines Zufallsknäuels führen 

muss (Wang et al., 2007). Generell gelten die im Folgenden vorgestellen Modelle jedoch nur für 

unverzweigte Polymere. Für Proteine deren Polypeptidkette durch Disulfidbrücken verbrückt 

ist, sind diese Modelle nicht anwendbar.

Das Ziel von Polymermodellen besteht in der Berechnung der Verteilungsfunktion für die End-

zu-Endabstände eines Polymeres gegebener Länge.  Ein einfaches Modell zur  Beschreibung 

ungeordneter Polymere ist  das  Gauss'sche Zufallsknäuel (Gaussian chain model oder  auch 

random flight model).  Im Gauss'schen Zufallsknäuel wird ein Polymer, bestehend aus  N+1 

Monomeren und N Bindungen, als Sequenz von N Vektoren mit der Länge b aufgefasst. Jeder 

Vektor repräsentiert  eine  chemische  Bindung.  Die  gestreckte  Polymerkette  hat  damit  die 

Kontourlänge

L=N⋅b . [2.15]

Der End-zu-End-Abstand ist der Betrag des Vektors der das erste mit dem letzten Monomer 

verbindet. Im Gegensatz zur Kontourlänge ist der End-zu-End-Abstand von der Konformation 

der Kette abhängig. Der End-zu-End-Vektor ist die Summe der Bindungsvektoren (Abb. 2.4. A),

r=∑
i=1

N

l i . [2.16]

Als charakteristisches Maß der Polymerkette wird der mittlere quadrierte End-zu-End-Abstand 

(mean-square end-to-end distance, msd) 

〈 r2 〉=N⋅b2 [2.17]
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Abbildung 2.4. Vergleich zwischen Gauss'schem Zufallsknäuel und WLC-Modell. (A) Schematische 

Darstellung beider Modelle. (B) Verteilungsfunktionen P(r) der End-zu-End-Abstände für das Gauss'sche 

Zufallsknäuel (Rot)  und  das  WLC-Modell  (Blau).  Als  Parameter  wurden  für  das  Gauss'sche 

Zufallsknäuel  [2.20]  b = 1 Å,  N = 100,  CN = 20 und für das WLC-Modell  [2.22] L = 100 Å,  lp = 10 Å 

verwendet. Beide Parametersätze resultieren in 〈r 2〉 = 2000 Å2.

oder die Wurzel aus dem mittleren quadrierten End-zu-End-Abstand (root-mean-square end-to-
end distance, rmsd)

〈 r2〉1/ 2=N 1/2⋅b . [2.18]

angegeben. Eine wichtige Konsequenz des Gauss'schen Zufallsknäuels ist, dass der rmsd-Wert 

der Kette proportional zur Wurzel aus der Anzahl der Monomere ansteigt. [2.18] wird auch als 

Skalierungsgesetz (scaling law) bezeichnet.

In realen Polymeren sind die Richtungen der Vektoren der aufeinander folgenden chemischen 

Bindungen häufig miteinander korreliert. Dies gibt  der  Kette eine gewisse Steifheit  (chain 
stiffness).  Korrelationen  zwischen  benachbarten  Bindungsvektoren  werden  durch  die 

Einführung eines weiteren Parameters, dem charakteristischen Verhältnis (CN), berücksichtigt 

(Brant und Flory, 1965a und 1965b). Gleichung [2.17] wird dann zu

〈r2 〉=C N⋅N⋅b2 . [2.19]

Für  hinreichend lange Polyalanine wurde von Flory  CN = 8  berechnet während Polyproline 

CN > 20 zeigen und damit eine hohe Steifheit der Kette aufweisen (Schimmel und Flory, 1967). 

Erste  experimentelle  Bestimmungen  von  CN für  Polypeptidketten  gelangen  anhand  von 

Messungen des hydrodynamischen Radius von Polyglutamat verschiedener Kettenlänge und 

lieferten eine  charakteristische Rate  von  CN = 8,8  (Brant  und Flory, 1965b).  Für  entfaltete 

Polypeptidketten können bei hohen Denaturanzkonzentrationen Werte für CN zwischen 4 und 5 
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erhalten werden (Hoffmann et al., 2007; Sherman und Haran, 2006).  Die Verteilungsfunktion 

für das Gauss'sche Zufallsknäuel ist durch

P r =4 r2  3
2〈r 2〉 

3/2

exp − 3 r2

2 〈 r2 〉  [2.20]

definiert (Abb. 2.4. A und B).

Das Gauss'sche Zufallsknäuel ist  vor allem auf flexible Polymere, zu denen auch entfaltete 

Polypeptidketten  zählen,  anwendbar.  Eine  Beschreibung  der  Eigenschaften  von  steifen 

Polymeren wie z.B. doppelsträngiger DNA (dsDNA) ist damit jedoch nicht möglich. Kratky und 

Porod  entwickelten  1949  ein  allgemeineres  Modell,  das  worm-like  chain  model  (WLC) 

(Abb. 2.2 A und B). Im WLC werden die Eigenschaften des Polymers durch die Persistenzlänge 

lp beschrieben. Ähnlich CN ist lp ein Maß für die Korrelationen zwischen aufeinander folgenden 

Bindungsvektoren. Der mittlere quadrierte End-zu-End-Abstand ist im WLC durch

〈 r2〉=2 l p L [2.21]

charakterisiert. Im Gegensatz zum Gauss'schen Kettenmodell wird die Polymerkette im WLC-

Model  als  kontinuierlich,  d.h.  mit  den  Grenzwerten  b 0 und N ∞ , approximiert 

(Abb. 2.4. A).  Die  exakte  Verteilungsfunktion P(r) ist  für  das  WLC-Modell nicht  bekannt. 

Jedoch konnte  eine  Näherung (Abb.  2.4 B)  erfolgreich zur  Beschreibung der  End-zu-End-

Abstände einzelstängiger DNA (ssDNA) genutzt werden (Murphy et al., 2004). Sie lautet 

P r=
4 A R2

1−R29/2 exp− 3t
4 1−R2   [2.22]

mit t = L/lp und R = r/L. A ist eine Normierungskonstante.

2.3.2. Skalierungsgesetze für entfaltete Proteine

Laut [2.18] steigt 〈 r2〉1/ 2 mit N1/2 an. Allerdings wird in dem Modell nicht berücksichtigt, dass 

sich zwei Monomere der Kette nicht an ein und demselben Ort im Raum befinden können. 

Diese  sterische  Einschränkung wird  auch  als  Ausschlussvolumen-Effekt (excluded  volume 

effect)  bezeichnet.  Unter  Berücksichtigung des  Ausschlussvolumens sollte 〈 r2〉1/ 2 mit  N3/5 

ansteigen (Flory, 1969).  Anhand  von  Messungen des  Gyrationsradius (RG)  von  entfalteten 

Proteinen  mittels  Röntgenkleinwinkelstreuung (small  angle  X-ray  scattering,  SAXS)  kann 
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experimentell die Abhängigkeit des rmsd-Wertes von der Anzahl der Aminosäurereste bestimmt 

werden. Für eine Gauss'sche Kette gilt

RG=
〈 r2〉1/ 2

6
. [2.23]

Die Abhängigkeit des Gyrationsradius von der Anzahl der Aminosäurereste sollte empirisch 

durch

RG=RG
0 N  [2.24]

beschreibbar sein.  Aus SAXS-Daten von 12  in  6 M GdmCl entfalteten Proteinen erhielten 

Damaschun et al. RG
0 = 4,4 ± 0.3 Å und ν = 0.5 ± 0.02 (Damaschun et al., 1998). Kohn  et al. 

bestimmten den Gyrationsradius für  28 Proteine unter denaturierenden Bedingungen mittels 

SAXS (Kohn et al., 2004). Eine eigene Analyse dieser Daten lieferte RG
0 = 1,93 ± 0.023 Å und 

ν = 0.597 ± 0.014. Während der aus den Daten von Kohn  et al. bestimmte Exponent gut mit 

dem erwarteten Wert von 3/5 (0,6) übereinstimmt, weicht der von Damashun et al. bestimmte 

Wert von  0,5  signifikant  von  diesem ab.  In  Übereinstimmung mit  Kohn  et  al. ermittelte 

Goldenberg  aus  Monte-Carlo-Simulationen  von  Peptiden  unterschiedlicher  Länge  einen 

Exponenten von 0,583 (Goldenberg, 2003). Eine zu [2.24] analoge Gleichung lässt sich auch für 

den  hydrodynamischen  Radius  einer  Polymerkette  angeben.  Bei  Nutzung  des  hydro-

dynamischen Radius erhielt Zhou ν = 0,522 (Zhou et al., 2002). Offensichtlich bestehen einige 

Unsicherheiten in der korrekten Bestimmung des Exponenten ν für entfaltete Polypeptidketten. 

Die  Ursache für  die  Diskrepanzen zwischen dem berechneten Wert und den experimentell 

bestimmten Werten für ν könnte daran liegen, dass der von Flory theoretisch ermittelte Wert von 

3/5 streng genommen nur für Θ-Bedingungen gilt. Darunter versteht man Bedingungen, unter 

denen  sich  die  Polypeptidkette  wie  eine  ideale  Kette  verhält.  Sterische  Einschränkungen 

(excluded volume) sowie intramolekulare Interaktionen zwischen den Monomeren sind exakt 

ausgeglichen.  Ob  und  in  welchem  Maße  diese  Bedingungen  bei  hohen  Denaturanz-

konzentrationen erfüllt sind, ist noch Gegenstand von Diskussionen (Miller et al., 1967; Krieger 

et  al.,  2003).  Ist  die  exakte  Θ-Bedingung  für  eine  Polypeptidkette  von  deren 

Aminosäuresequenz abhängig, könnte dies eine Erklärung für die Diskrepanzen zwischen den 

experimentell bestimmten Exponenten von Gleichung [2.24] sein.
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2.3.3. Der Kollaps der entfalteten Polypeptidkette

Der Gyrationsradius eines Polymers nimmt ab, wenn es von einem “guten“ in ein “schlechtes“ 

Lösungsmittel  (good  solvent und  poor  solvent)  überführt  wird.  Die  Begriffe  “gut“  und 

“schlecht“ beziehen sich auf die Fähigkeit des Lösungsmittels, Interaktionen mit dem Polymer 

einzugehen. Hohe Konzentrationen von GdmCl oder Harnstoff solvatisieren hydrophobe Reste, 

können direkt an Polypeptidketten binden (Makhadatze und Privalov, 1992) und sind deshalb 

“gute“  Lösungsmittel.  Unter  solchen  Bedingungen  liegt  die  Polypeptidkette  in  einer 

expandierten Form vor und kommt dem Verhalten einer idealen Kette nahe (Θ-Bedingung). 

Wird  die  Denaturanzkonzentration  gesenkt,  werden  intramolekulare  Interaktionen  wieder 

möglich  und  der  Gyrationsradius  nimmt  ab.  Dieser  Prozess  wird  auch  als  Kollaps  der 

Polypeptidkette bezeichnet.

Modelle zur Beschreibung des Kollaps von Homopolymeren sagen für flexible Ketten einen 

Phasenübergang 2. Ordnung, voraus (Chan und Dill, 1991). Bei hoher Kettensteifheit existiert 

jedoch laut  dem Modell  eine  Energiebarriere zwischen dem kollabierten und  expandierten 

Zustand und der Übergang zwischen beiden ähnelt einem Phasenübergang 1. Ordnung (Chan 

und Dill, 1991).

Für  Polypeptidketten  wurde  der  Kollaps  experimentell  anhand  von  Amplitudenverlusten 

innerhalb der Totzeit bei Proteinfaltungsreaktionen vermutet (Park et al., 1997; Fujiwara et al., 
1999; Kimura et al., 2005; Jinsong et al., 2007). Erste direkte Beobachtungen des Kollaps in 

entfalteten  Proteinen  gelang  mit  Hilfe  der  Einzelmolekülspektroskopie  für  die  Proteine 

Chymotrypininhibitor 2 (CI2) (Deniz  et al.,  2000) und Kälteschockprotein aus  Thermotoga 
maritima (CspTm) (Schuler et al., 2002). Die Möglichkeit, anhand von FRET direkt zwischen 

nativen  und  entfalteten  Proteinmolekülen zu  unterscheiden,  erlaubte  die  Bestimmung des 

Gyrationsradius  der  entfalteten  Polypeptidkette  bis  zu  sehr  geringen  Denaturanz-

konzentrationen. Seitdem wurde der Kollaps der entfalteten Polypeptidkette auch für Protein L 

(Sherman und Haran, 2006), Im9 (Tezuka-Kawakami et al., 2006), RNaseH (Kuzmenkina et al., 
2005), ACBP (Laurence et al., 2005) und Sup35 (Mukhopadhyay et al., 2007) beobachtet. Die 

in diesen Studien gefundene nicht-kooperative Abnahme des Gyrationsradius läßt auf einen 

kontinuierlichen Phasenübergang 2. Ordnung schließen. Unklar ist jedoch, ob im kollabierten 

Zustand schon signifikante Sekundärstrukturen vorhanden sind. Erste Untersuchungen zu dieser 

Fragestellung an CspTm scheinen dies nicht zu bestätigen (Hoffmann et al., 2007).
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2.4. Grundlagen der Fluoreszenzpektroskopie

2.4.1. Fluoreszenz organischer Verbindungen

Lumineszenz  ist  die  Emission  elektromagnetischer Strahlung  aus  elektronisch  angeregten 

Molekül-Zuständen. In  Abhängigkeit  der  Spin-Orientierung der  Elektronen  im  angeregten 

Zustand lassen sich zwei Typen von Lumineszenzen unterscheiden. Hat das Elektron eine Spin-

Orientierung die dem Elektron des energetisch niedriger liegenden Orbitals entgegengesetzt ist, 

so spricht man von Fluoreszenz. Die Rückkehr in den Grundzustand ist ohne Spin-Umkehr 

möglich und  daher  quantenmechanisch erlaubt.  Typischer Weise  haben solche angeregten 

Singulett-Zustände Lebensdauern im Bereich von 10 -9 - 10 -8 s. Im Gegensatz dazu besitzt das 

Elektron in Triplett-Zuständen dieselbe Spinorientierung wie im Grundzustand. Die Emission 

von  Licht  aus  einem  solchen  Triplett-Zustand wird  als  Phosphoreszenz  bezeichnet.  Im 

Gegensatz zu Singulett-Zuständen sind Triplett-Zustände oft  langlebig mit Lebensdauern im 

Bereich von 10 -5 - 1 s-1.

Fluoreszenz wird meist bei chemischen Verbindungen mit delokalisierten Elektronen, wie z.B. 

in konjugierten π-Orbitalen, beobachtet. Die Anregung, d.h. der Übergang eines Elektrons vom 

Grundzustand  zum  angeregten  Zustand  wird  als  Absorption  bezeichnet  und  erfolgt 

typischerweise innerhalb von Femtosekunden. Jedes Energieniveau eines Fluorophors spaltet 

sich aufgrund von Molekülschwingungen noch in mehrere Schwingungsniveaus auf. Da die 

thermische Energie nicht ausreicht, um Übergänge in höhere Schwingungsniveaus anzuregen, 

erfolgt  die  Absorption  immer  aus  dem  energetisch  niedrigsten  Schwingungsniveau  des 

Grundzustandes. Wird ein Fluorophor angeregt, werden auch höhere Schwingungsniveaus des 

angeregten  Zustandes  populiert,  die  jedoch  schnell  (1 ps)  und  strahlungslos  in  den 

Schwingungs-Grundzustand des  angeregten Zustandes relaxieren.  Das  ist  auch  der  Grund, 

warum Emissionsspektren unabhängig von der Anregungswellenlänge sind. Im Gegensatz zur 

Absorption erfolgt die Emission immer aus dem niedrigsten Schwingungsniveau des angeregten 

Zustandes und endet in den Schwingungsniveaus des  Grundzustandes. Die Energiedifferenz 

zwischen Anregung und Emission wird auch als Stokes-Verschiebung bezeichnet.
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2.4.2. Photophysik: Das Drei-Zustandsmodell

Die Interaktion eines Fluorophors mit einem elektromagnetischen Feld wird allgemein durch die 

quantenmechanischen Bloch-Gleichungen beschrieben. Bei Raumtemperatur ist allerdings ein 

einfaches  3-Zustandsmodell  für  die  Beschreibung  ausreichend  (Abb. 2.5. A).  Die 

Geschwindigkeitskonstante der Absorption ist

k 01=
 I
ℏ

[2.25]

mit dem Absorptionsquerschnitt σ, der Anregungsenergie I und der Photonenenergie ħω. Die 

Emission  erfolgt  mit  der  Geschwindigkeitskonstante  k10.  Der  Übergang  vom  angeregten 

Singulett zum Triplett-Zustand ist k12 und die Relaxation vom Triplett- in den Grundzustand ist 

k20. Unter der Annahme, dass alle Kohärenz aufgrund der Störungen durch das Lösungsmittel 

verloren geht,  ist  das  Differentialgleichungssystem für  die  Wahrscheinlichkeit  Pi,  dass  der 

Zustand i besetzt ist

Ṗ0=−k 01 P0k 10 P1k 20 P2

Ṗ1=k 01 P0−k 10 P1−k 12 P1 [2.26]

P2=1−P0−P1

Die Gleichungen können in ein lineares, inhomogenes Differentialgleichungssystem 1. Ordnung 

überführt werden (Prummer, 2002),

Ṗ0

Ṗ1
=−k 01−k 20 k 10−k 20

k 01 −k10−k 12
P0

p1
k 20

0  . [2.27]

Im  stationären  Fall  (steady-state),  d.h. Ṗ0= Ṗ1= Ṗ2=0 , und  bei  Definition  der  Photonen-

emissionsrate als R=k10 P1 ergibt sich aus [2.27]

R=
k 10

k 12/ k 201k 12k 10 /k 01
. [2.28]

Im Grenzfall unendlich hoher Anregungsintensität (I) zeigt R eine Sättigung und man erhält

R∞= lim
k 01∞

R=
k 10

1k 12 / k 20
. [2.29]
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Abbildung  2.5. Das  Drei-Zustandsmodell  zur  Beschreibung  der  Fluorophordynamik  eines 

Moleküls.  (A) Jablonski-Diagramm des 3-Zustandsmodelles. S0 ist der elektronische Grundzustand, S1 

der  angeregte  Singulett-Zustand  und  T1 ist  der  Triplett-Zustand.  (B)  Schematische  Darstellung  der 

Emissionsrate als Funktion der Anregungsintensität für das 3-Zustandssystem im idealen Fall, nach [2.31] 

(durchgezogen),  sowie  unter  Berücksichtigung  von  Hintergrundfluoreszenz,  Streulicht  und  Detektor-

Rauschen, nach [2.32] (gestrichelt). Für die Berechnung wurden folgende Parameter verwendet:  IS = 30; 

A = 0,01 und ξ = 0,1.

Mit der Definition

I S=
ℏk 20


k 10k 12

k 20k 12
, [2.30]

ergibt sich aus [2.25], [2.28] und [2.29]

R=R∞
I

I I S
. [2.31]

Gleichung [2.31]  beschreibt  eine  hyperbole  Sättigungsfunktion (Abb.  2.5. B).  Die  formale 

Behandlung  des  3-Zustandssystems  ist  allerdings  eine  idealisierte  Darstellung  des 

experimentellen Sachverhaltes. Zusätzlich müssen noch  praktische Faktoren wie  Streulicht, 

Hintergrundfluoreszenz und  elektronisches  Rauschen  des  Photonendetektors  berücksichtigt 

werden,  um  die  apparente  Emissionsrate  R als  Funktion  der  Anregungsintensität  zu 

beschreiben. 

Während  das  elektronische  Rauschen  des  Detektors  unabhängig  von  I ist,  steigen 

Hintergrundfluoreszenz und Streulicht linear mit der eingestrahlten Intensität. Gleichung [2.31] 

erweitert sich dadurch zu

Rapp=R∞
I

I I S
A⋅I , [2.32]
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wobei  Streulicht  und Hintergrundfluoreszenz durch den  Term A⋅I und  das  Rauschen des 

Detektors  durch  beschrieben  werden  (Abb. 2.5. B).  Das  dargestellte  Modell  läßt  sich 

problemlos um weitere Einflussfaktoren wie Bleichen des Fluorophors (photobleaching) und 

strahlungslose Relaxation vom S1- in den S0-Zustand (internal conversion) erweitern.

2.4.3. Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer (FRET)

Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer (FRET) ist der strahlungslose Transfer der Anregungs-

energie  eines  Fluorophors,  dem  Donor,  zu  einem  weiteren  Fluorophor,  dem  Akzeptor. 

Physikalisch  beruht  FRET  auf  einer  Dipol-Dipol-Interaktion  beider  Fluorophore.  Die 

Geschwindigkeitskonstante des Energietransfers hängt im wesentlichen von der Überlappung 

des Emissionsspektrums des Donors mit dem Absorptionsspektrum des Akzeptors sowie der 

relativen  Orientierung der  Übergangsdipole beider  Fluorophore ab. Die  Geschwindigkeits-

konstante des Energietransfers kFRET ist gegeben durch

k FRET=
1
d

 R0

r 
6

, [2.33]

wobei  τd die  Fluoreszenzlebensdauer des  Donors  und  r der  Abstand zwischen Donor  und 

Akzeptor ist  (Lakowicz, 1983).  R0 ist  der  charakteristische Abstand,  auch  Förster-Abstand 

genannt, bei dem die Effizienz des Energietransfers 50% ist. Die ausgeprägte Abhängigkeit der 

Geschwindigkeitskonstanten des  Energietransfers  vom  Abstand  beider  Fluorophore  macht 

diesen Mechanismus zu einer idealen Methode der Abstandsmessung im Bereich von 20 bis 

100  Å.  Der  für  die  Abstandsmessung wichtige Förster-Radius (R0)  kann  anhand spektros-

kopisch leicht zugänglicher Größen für ein gegebenes Donor-Akzeptor-Paar bestimmt werden. 

Es gilt

R0=0,2108⋅2 n−4d J 1/6 [2.34]

mit

J=∫
0

∞

F d a 
4 d  . [2.35]

Hierbei  ist d die  Quantenausbeute des  Donors,  beschreibt  die  relative  Orientierung 

beider  Fluorophor-Dipole zueinander, n ist  der  Brechungsindex des  Medium und  J ist  das 

Überlappungsintegral zwischen dem auf die Fläche von 1 normierten Emissionsspektrums des 

Donors, Fd, und dem Absorptionsspektrums des Akzeptors, εa (Abb. 2.6. A). Neben dem Über-
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Abbildung  2.6.  Prinzip  des  Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer. (A)  Normiertes  Emissions-.

spektrum  des  in  dieser  Arbeit  verwendeten  Donors  Alexa  Fluor  488  und  Absorptionsspektrum  des 

Akzeptors Alexa Fluor 594 (Daten vom Hersteller, 3.1.1.). Die Überlappung beider Spektren wurde als 

schwarze  Fläche  hervorgehoben.  (B)  Graphische  Darstellung  des  Zusammenhangs  zwischen  dem 

Orientierungsfaktor 2 und den relativen Stellungen der  Übergangsdipole von Donor  und Akzeptor 

nach Lakowicz, 1983.  (C)  Änderung der  Transfer-Effizienz  E in Abhängigkeit  des Abstandes beider 

Fluorophore nach [2.37]. Für die Darstellung wurde ein Försterradius von R0 = 56 Å gewählt.

lappungsintegral und der Quantenausbeute des Donors wird der Förster-Abstand auch durch die 

Orientierung beider Übergangsdipole zueinander bestimmt. Aus den Winkeln θd, θa und θT lässt 

sich 2 über

2=cosT−3cosd cosa 
2 [2.36]

berechnen (Abb. 2.6 B). In Gleichung [2.36] ist  θT der Winkel zwischen dem Emissionsdipol 

des Donors und dem Absorptionsdipols des Akzeptor. θd sowie  θa sind die Winkel zwischen 

beiden Dipolen und dem Verbindungsvektor zwischen Donor und Akzeptor (Abb. 2.6. B). Der 

Orientierungsfaktor kann Werte zwischen 0  und 4 besitzen. Zum Beispiel ist  im Falle von 

parallel zueinander angeordneten Dipolen der Orientierungsfaktor maximal, d.h. 4,  während 

eine orthogonale Anordnung einen Orientierungsfaktor von 0 zur Folge hat. Häufig wird davon 

ausgegangen, dass beide Fluorophore frei um die Bindungen, durch die sie mit dem Protein 

verknüpft sind, rotieren können. Dies hat letztlich einen Orientierungsfaktor von 2/3 zur Folge. 

Dieser Wert wird gewöhnlich für eine Berechnung des Förster-Abstandes angenommen. Eine 

experimentelle  Bestätigung  dieser  Annahme  ist  durch  Fluoreszenz-Anisotropiemessungen 

möglich (siehe 2.4.4.).

Im Falle eines fixen Abstandes zwischen Donor und Akzeptor ist die Energietransfer-Effizienz 

(E) vollständig über den Förster-Abstand und den tatsächlichen Abstand beider Fluorophore 
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bestimmt  (Abb.  2.6. C).  Experimentell  läßt  sich  die  Energietransfer-Effizienz anhand  der 

Fluoreszenz-Signale von  Donor und  Akzeptor bestimmen. Die  Energietransfer-Effizienz ist 

dann

E=
R0

6

r 6R0
6 =

I a

I aI d
. [2.37]

wobei  r der  Abstand zwischen Donor  und  Akzeptor  und  Ia die  Fluoreszenz-Intensität des 

Akzeptors sowie Id die des Donors ist.

2.4.4. Fluoreszenz-Polarisation

Werden Fluorophore mit polarisiertem Licht angeregt, so ist auch das von ihnen emittierte Licht 

polarisiert.  Diese  Polarisation der  Emission beruht vor  allem darauf,  dass  die  Fluorophore 

entsprechend ihrer relativen Orientierung zur Polarisationsrichtung selektiv angeregt werden 

(Photoselektion). Sind die Fluorophore jedoch beweglich und nicht starr, so wird das emittierte 

Licht aufgrund der Rotationsdiffusion der Fluorophore depolarisiert. Polarisationsmessungen 

geben  deshalb  Aufschluss  über  die  mittlere  Änderung  der  Orientierung  des  Fluorophors 

zwischen Absorption und Emission eines Photons. 

Das Messprinzip der Fluoreszenz-Polarisation ist in Abbildung 2.7. dargestellt. Eine Probe wird 

mit  vertikal polarisiertem Licht angeregt. Der  elektrische Feldvektor E ist  entlang der  z-

Achse  ausgerichtet.  Im  rechten  Winkel  zur  Anregungsrichtung  wird  nun  die 

Fluoreszenzintensität  (I)  parallel  (‖)  und  senkrecht  ( ᅩ )  zur  Polarisation  der  Anregung 

bestimmt. Die Polarisation (P) oder äquivalent die Anisotropie (r) sind definiert als

P=
I∥−I⊥
I∥I ⊥

und [2.38]

r=
I∥− I⊥

I∥2 I ⊥
. [2.39]

Für komplett polarisiertes Licht I ᅩ  = 0 gilt P = r = 1. Im anderen Grenzfall, d.h. für komplett 

depolarisiertes Licht  gilt  P = r = 0.  In  der  modernen Literatur wird  fast  ausschliesslich die 

Anisotropie  angegeben.  Die  Verbindung zwischen  Anisotropie  und  dem  mittleren  Winkel 

zwischen dem Vektor des Emissionsdipols des Fluorophors und der z-Achse lässt sich anhand 

von Abbildung 2.7 herleiten. Die von einem Dipol abgestrahlte Lichtintensität ist proportional
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Abbildung 2.7. Prinzip der Fluoreszenz-Anisotropiemessung. Die Probe wird mit linear polarisiertem 

Licht aus x-Richtung angeregt. Die Projektion des Absorptions- und Emissionsdipols des Fluorophors auf  

die z-Achse ist proportional zu I‖ und dessen Projektion auf die x-Achse ist proportional zu I ᅩ . Der 

Emissionsdipolvektor hat den Betrag 1.

zum Quadrat des auf die Beobachtungsachse (z) projezierten Dipolvektors. Daraus ergibt sich 

I∥ ,=cos2 [2.40]

I ⊥ ,=sin2 sin2 . [2.41]

Erfolgt die Anregung aus Richtung der x-Achse, so werden alle Moleküle mit gleichem θ auch 

mit gleicher Wahrscheinlichkeit angeregt (Photoselektion). Sind alle angeregten Fluorophore 

rotationssymmetrisch zur  z-Achse angeordnet,  werden  alle  Werte  ,  von  0  bis  2π,  mit 

gleicher Wahrscheinlichkeit eingenommen. Gleichung [2.41] vereinfacht sich dann zu

I ⊥ ,=1
2

sin2 . [2.42]

Bei  Annahme,  dass  alle  Fluorophore  vollkommen  zufällig  angeordnet  sind,  wofür  die 

Wahrscheinlichkeitsdichte  p(θ)dθ angenommen wird, sind die gemessenen Intensitäten

I∥ ,=∫
0

/ 2

p cos2d =cos2 [2.43]

I ⊥ ,=1
2 ∫0

/2

p sin2d = 1
2

sin2 . [2.44]
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Mit Gleichung [2.39] und sin2=1−cos2 erhält man aus [2.43] und [2.44]

r= 3
2 cos2− 1

2 . [2.45]

Die Anisotropie ist demzufolge ein direktes Maß für cos2. Unter der Annahme, dass die 

Dipole der Absorption und Emission kolinear sind und alle Moleküle zufällig in der Lösung 

angeordnet sind, kann aus [2.43] cos2=3 /5 berechnet werden. Dies ergibt einen maximalen 

Wert der Anisotropie von 0,4 für Fluorophore in Lösung. Werte > 0,4 müssen aus Streulicht 

resultieren, dass vollständig polarisiertes Licht darstellt.

Im Gegensatz zu steady-state-Messungen der Anisotropie, erlauben zeitaufgelöste Anisotropie-

messungen direkte Aussagen über die Rotationskorrelationszeit eines Fluorophors. In [2.39] 

sind die Terme I‖ und I ᅩ dann zeitabhängige Größen. Nach einem kurzen Anregungspuls fallen 

beide Intensitäten aufgrund der Rotation des Fluorophors ab. Der sich daraus ergebende Abfall 

der Ansiotropie kann als Summe mehrerer Exponentialfunktionen dargestellt werden,

r  t=r 0∑
i

gi e
−t /i

. [2.46]

In [2.46] ist r0 die Anisotropie ohne Depolarisierung durch die Rotationen des Fluorophors. Sie 

wird nur durch den Winkel zwischen Absorptionsdipol und Emissionsdipol bestimmt. gi ist die 

Amplitude der Komponente i des Anisotropie-Abfalls und  φi ist die Rotationskorrelationszeit 

der Komponente i. Ist ein Fluorophor an ein Makromolekül gebunden, so sind mindestens zwei 

Korrelationszeiten, die durch die eingeschränkte Mobilität des Fluorophors (φF) und die durch 

die  Rotation  des  Makromoleküls  (φM),  zu  erwarten.  Ist  die  direkte  Fluorophorbewegung 

unabhängig von der Rotation des Makromoleküls, ist der Anisotropieabfall

r  t=r 0 [ae−t /F1−a ]e−t/M . [2.47]
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2.5. Grundlagen der Einzelmolekülspektroskopie

Das konfokale Prinzip

Die Stärke der Einzelmolekülspektroskopie liegt vor allem darin, dass einzelne Moleküle in 

einer  heterogenen  Mischung  direkt  untersucht  werden  können.  Besonders  im  Bereich 

biologischer  Anwendungen,  wo  statische  und  dynamische  Heterogenität  Bestandteil  jedes 

Experiments sind, kann die Einzelmolekülspektroskopie wichtige Informationen liefern.

Die Geschichte der Einzelmolekülspektroskopie beginnt 1976 mit der Detektion eines einzelnen 

Antikörpers  (Hirschfeld,  1976).  Obwohl  der  Antikörper  mit  80  bis  100  Fluorophoren 

modifiziert war, stellte dies den Beginn der Einzelmolekülspektroskopie dar. Einen weiteren 

Höhepunkt  stellte  1990  die  Detektion  eines  einzelnen  Fluorophors  unter  physiologischen 

Bedingungen dar (Shera et al., 1990). Unabhängig voneinander gelang zur selben Zeit Moerner 

und Orrit die Detektion eines Fluorophors in einem Gastkristall bei kryogenen Temperaturen 

(Moerner et al., 1989; Moerner und Orrit, 1990).

Weite Verbreitung finden mittlerweile sogenannte Diffusionsexperimente, in  denen die  mit 

Farbstoffen  markierten  Biomoleküle  frei  durch  das  konfokale  Volumen  eines  Lasers 

diffundieren (Deniz et al., 1999). Der Vorteil dieser Methode ist, dass die Biomoleküle nicht an 

Oberflächen immobilisiert werden müssen. Damit werden Artefakte, z.B. durch eine Interaktion 

des Moleküls mit der Oberfläche, vermieden. Um einzelne Moleküle in solchen Experimenten 

detektieren zu  können  ist  es  erforderlich,  die  Konzentration an  Molekülen so  gering  wie 

möglich zu halten. Eine erste Anwendung dieser Technik auf die Faltung von Proteinen gelang 

in der Gruppe von Weiss (Deniz et al., 2000). Mittels FRET konnte im Einzelmolekülmaßstab 

gezeigt werden, dass im Gleichgewicht tatsächlich nur 2 Populationen an Molekülen, native und 

entfaltete, vorliegen.

Neben  der  sehr  geringen  Konzentration an  Molekülen ist  weiterhin  ein  möglichst  kleines 

Anregungsvolumen für die Detektion einzelner Moleküle erforderlich. Dies wird  durch das 

konfokale  Prinzip  ermöglicht  (Abb. 2.8. A).  Eine  punktförmige Lichtquelle,  die  kohärentes 

monochromatisches Licht aussendet, wird in das Probevolumen fokussiert. Das emittierte Licht 

aus der Fokusebene passiert vor der Detektion durch eine Photodiode (avalanche photodiode 
detektor, apd) zusätzlich eine Lochblende. 
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Abbildung 2.8.  Allgemeine  Funktionsweise  des  Konfokal-Mikroskops. (A)  Schematischer  Aufbau 

eines Konfokal-Mikroskops. (B) Darstellung eines Konfokal-Mikroskops zur Detektion von FRET im 

Einzelmolekülmaßstab.

Auf diese Weise wird eine Abbildung der punktförmigen Lichtquelle in der Probe ermöglicht. 

Licht außerhalb der Fokusebene wird durch zwei Effekte unterdrückt. Einerseits wird durch die 

Nutzung einer punktförmigen Lichtquelle nur ein sehr kleines Volumen angeregt, andererseits 

wird  sämtliches Licht  außerhalb der  Fokusebene von  der  Lochblende zurückgehalten. Das 

geringe Detektionsvolumen ermöglicht außergewöhnlich hohe Signal-zu-Rausch- Verhältnisse. 

Der  prinzipielle  Aufbau  des  in  dieser  Arbeit  eingesetzten  konfokalen  Laser-Scanning-

Mikroskops (confocal laser scanning microscope, CLSM) ist in Abbildung 2.8. B dargestellt. 

Das Anregungslicht eines Lasers wird in eine Glasfaser, spezifisch für nur eine Lasermode 

(single mode glassfiber), gekoppelt und anschließend über einen Spiegel und das Objektiv in die 

Probe fokussiert. Um möglichst viel Photonen detektieren zu können, werden Objektive mit 

hoher  numerischer  Apertur  verwendet.  Das  emittierte  Licht  der  durch  den  Fokus 

diffundierenden Moleküle wird über dasselbe Objektiv gesammelt und passiert den für  das 

Laserlicht  undurchlässigen  Spiegel.  Sind  die  zu  untersuchenden  Moleküle  mit  zwei 

verschiedenen Farbstoffen markiert, so können beide Komponenten des emittierten Lichtes über 

einen weiteren wellenlängenspezifischen Spiegel voneinander getrennt werden. Nachdem das 

Licht  beider  Komponenten  nochmals  wellenlängenspezifische Filter  und  eine  Lochblende 

passiert hat, wird es über Linsen in die Detektoren fokussiert.
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2.6. Protonenaustausch und NMR- Spektroskopie

2.6.1. Amidprotonenaustausch

Der Austausch von Amidprotonen des Proteins gegen Protonen des Lösungsmittels wurde schon 

früh zur Analyse von Proteinfaltungsreaktionen genutzt (Wagner und Wüthrich, 1982; Wand et 
al.,  1986). Nicht  alle  Amidprotonen eines Proteins können gleichermaßen gut ausgetauscht 

werden. Amidprotonen können z.B. aufgrund von Wasserstoffbrücken und/oder einer schlechten 

Lösungsmittel-Zugänglichkeit vor  einem  Austausch  mit  den  Protonen  des  Lösungsmittels 

geschützt sein.  Die Berechnung von  Schutzfaktoren für  einzelne Amidprotonen erlaubt  die 

Bestimmung thermodynamischer Parameter (ΔGO) und ermöglicht Aussagen über die Stabilität 

lokaler Strukturbereiche des Proteins (Roder et al., 1988; Bai et al., 1995). Dieser Analyse liegt 

jedoch ein Modell für den Austauschmechanismus zu Grunde (Linderstrøm-Lang, 1955; Hvidt, 

1966).  Durch  die  lokale  oder  globale  Entfaltung  des  Proteins  wird  die  Lösungsmittel-

Zugänglichkeit einiger oder aller Amidprotonen drastisch erhöht. Das einfachste Modell zur 

Beschreibung  von  Austauschreaktionen  basiert  auf  dem  Zwei-Zustandsmodell  der 

Proteinfaltung (siehe 2.2.2, [2.3]). Für jedes Amidproton werden zwei Konformationen, eine 

geschlossene (C) und eine offene (O) Konformation, postuliert. Per Definition ist nur die offene 

Konformation austauschkompetent und es resultiert ein Drei-Zustandsmodell

kop       kintr[OH-]
C O Oex. [2.48]

kcl

In [2.48] entspricht  C der geschlossenen Konformation (closed state), während  O die offene 

Konformation (open state) darstellt. Ausgehend von O kann das entsprechende Amidproton mit 

der  intrinsischen  Geschwindigkeitskonstante  kintr basenkatalysiert  gegen  ein  Proton  des 

Lösungsmittels ausgetauscht werden (Abb. 2.9. A). Die Öffnungsreaktion erfolgt nach [2.48] 

mit der Geschwindigkeitskonstante kop. Die Geschwindigkeitskonstante der Schließreaktion ist 

kcl. Die apparente Geschwindigkeitskonstante der Gesamtreaktion (kHX) von [2.48] ist

k HX=
kop⋅k intr⋅[OH−]

kopk clkintr⋅[OH−]

. [2.49]

Aus [2.49] lassen sich verschiedene Grenzfälle konstruieren. Bei niedrigen pH-Werten und 
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Abbildung 2.9. Darstellung des basenkatalysierten Amidprotonenaustausches. (A) Reaktionsschema 

des Austausches freier Amidprotonen HA gegen Protonen des Lösungsmittels HW. (B) Abhängigkeit der 

Geschwindigkeitskonstanten kHX vom pH-Wert des Lösungsmittels. Die beiden Grenzbedingungen, EX2 

und EX1, sind grau unterlegt.

unter  nativen  Bedingungen  ist  kcl >> (kintr[OH-] + kop)  und  [2.49]  reduziert  sich  zu 

kHX = (kop/kcl)kintr[OH-]  (EX2-Bedingungen)  (Abb. 2.9 B).  Die  Gleichgewichtskonstanten 

Keq = kop/kcl und damit auch die freien Enthalpien (ΔGHX) der Öffnungs-Schließgleichgewichte 

für  die  betreffenden  Amidprotonen  können  somit  bei  Kenntnis  der  intrinsischen 

Geschwindigkeitskonstanten (kintr),  die  denen  der  freien  ungeschützten  Amidgruppen  ent-

sprechen, bestimmt werden. Jedoch haben sowohl die N-terminal, wie auch die C-terminal vom 

Amidproton gelegenen Aminosäuren einen Einfluss auf  kintr (Bai  et al., 1993; Cornelli  et al., 
1993).  Über  die  Denaturanzabhängigkeit  von  ΔGHX konnten  z.B.  für  Cytochrom  C  die 

Amidprotonen ermittelt werden, deren Austausch eine lokale bzw. globale Entfaltung erfordern 

(Bai et al., 1995).

Bei  hohen pH-Werten ist  kintr[OH-] >> (kop + kcl)  und  jedes  Öffnungsereignis führt  zu  einer 

Austauschreaktion (EX1-Bedingungen) (Abb. 2.9 B). Gleichung [2.49] wird dann zu kHX = kop. 

Unter diesen Bedingungen sind die Geschwindigkeitskonstanten der Öffnungsreaktion direkt 

zugänglich.  Häufiger  wird  der  Amidprotonenaustausch  jedoch  genutzt,  um  unter  EX2-

Bedingungen Schutzfaktoren (P = 1/Keq) zu ermitteln. Eine Gesamtanalyse (Linderström-Lang-

Analyse) um ΔGO
HX und  kop zu erhalten, wurde bis jetzt nur für wenige Proteine beschrieben 

(Pedersen et al., 1993; Kragelund et al., 1998; Arrington et al., 1997; Sivaraman et al., 2001; 

Houliston et al., 2002; Roudriguez et al., 2002).

Konventionell  wird  der  Amidprotonenaustausch durch  den  Austausch von  Protonen gegen 

Deuteronen, gekoppelt mit NMR-Spektroskopie, realisiert.



2. Theorie 31

2.6.2. NMR-Spektroskopie

In  Gegenwart  eines  externen Magnetfeldes mit  der  Feldstärke  B0,  bildet  die  Summe aller 

Kernspins in  z-Richtung die  makroskopische Magnetisierung  M  einer  NMR-Probe. Der 

Vektor M rotiert mit einer spezifischen Frequenz, der Lamourfrequenz ωL, um die z-Achse 

des Koordinatensystems. Das grundsätzliche NMR-Experiment basiert auf einer Auslenkung 

dieser  makroskopischen  Magnetisierung  aus  ihrer  Gleichgewichtslage  durch  einen 

Radiofrequenzpuls (rf-Puls). Die Pulslänge bestimmt den Winkel, um den M ausgelenkt wird. 

So dreht ein 90°-Puls M aus der z-Richtung in die xy-Ebene. Danach relaxiert das System 

zurück in seine Gleichgewichtslage. Dieser Prozess ist durch zwei Geschwindigkeitskonstanten, 

R1 und  R2,  oder  äqivalent  durch  zwei  Relaxationszeiten  T1 und  T2,  gekennzeichnet.  Die 

longitudinale oder auch Spin-Gitter Relaxation  R1,  beschreibt die Rückkehr der Spins in die 

Gleichgewichtslage. Der zweite Relaxationsprozess, charakterisiert durch  R2,  beschreibt den 

Verlust der Kohärenz der Spins in der xy-Ebene. Der Zeitverlauf des Relaxationsprozesses wird 

aufgezeichnet  und  bildet  den  freien  Induktionsabfall  (FID),  aus  welchem  durch 

Fouriertransformation das NMR-Spektrum erhalten wird.  In  Abhängigkeit ihrer  chemischen 

Umgebung, der Elektronenhülle, unterscheidet sich das effektive Magnetfeld am Atomkern vom 

externen Magnetfeld. Da die Resonanzfrequenz der Kerne direkt proportional zur angelegten 

Magnetfeldstärke  ist,  führen  verschiedene  elektronische  Umgebungen  zu  verschiedenen 

Resonanzfrequenzen. Solche chemischen Verschiebungen werden meist  relativ zu der  einer 

Referenzsubstanz über

=
ref−

ref

⋅10 6 . [2.50]

angegeben. Hier sind υ und υref die Resonanzfrequenzen des interessierenden Signals und des 

Referenzsignals.  Der  Vorteil von  [2.50]  liegt  darin,  dass  die  so  dargestellten chemischen 

Verschiebungen, δ  in  ppm,  unabhängig von  der  Magnetfeldstärke sind  und  Messungen an 

verschiedenen Instrumenten miteinander verglichen werden können.

2.6.3. Die NMR-Zeitskala

Neben den Möglichkeiten der Strukturaufklärung von Proteinen ist  die NMR-Spektroskopie 

insbesondere geeignet, um die  Dynamik von Proteinen und anderen Makromolekülen über 

einen großen Zeitbereich hochaufgelöst zu untersuchen.
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Abbildung  2.10.  Logarithmische  NMR-Zeitskala. Die  Art  der  Proteindynamik  ist  oberhalb  der 

Zeitachse dargestellt. Unterhalb der Zeitachse sind einige Methoden der NMR-Spektroskopie und die 

durch sie zugänglichen Zeitbereiche gezeigt. R1, R2 und hNOE stehen für R1-Relaxation, R2-Relaxation 

und heteronuklearen NOE-Effekt. R1ρ steht für die longitudinale Relaxation im rotierenden Koordinaten-

system,  CPMG für  die  Dispersion  der  transversalen  Relaxationzeit  unter  Nutzung  der  Carr-Purcell-

Meiboom-Gill-Spinecho-Sequenzen, Linienform für eindimensionale Linienform-Analysen und ZZ für 

zweidimensionale  Austauschspektroskopie.  HX-Austausch  steht  für  Amidprotonenaustausch.  Die 

Abbildung wurde nach Zeeb (2004) erstellt.

Mittels  Verfahren zur  schnellen Mischung von  Lösungen im NMR-Probenkopf konnte die 

Faltungskinetik von Proteinen hochaufgelöst beobachtet werden (Frieden et al., 1993; McGee 

und Parkhurst, 1990). In der Echtzeit-NMR können mittlerweile Reaktionen mit Geschwindig-

keitskonstanten von 2 s-1 untersucht werden (Mok et al., 2003) (Abb. 2.10). In Kombination mit 

verbesserten Pulssequenzen, wie SOFAST, die eine schnelle Aufnahme von 2-dimensionalen 

NMR-Spektren  erlauben,  konnte  die  Faltung  von  Lactalbumin  sowie  der  schnelle  H/D-

Austausch bei Ubiquitin untersucht werden (Schanda  et al.,  2007). Nichtsdestotrotz sind die 

meisten Faltungsreaktionen noch immer zu schnell um mittels Echtzeit-NMR untersucht werden 

zu können.

Grundsätzlich  ist  der  aus  dem  NMR-Spektrum direkt  zugängliche  Zeitbereich  durch  die 

Magnetfeldstärke  B0 und  damit  vom  Instrument  abhängig.  Die  Zeitauflösung  in  NMR-

Experimenten ist durch die Resonanzfrequenz υ0 (z.B. υ0 = 500 MHz für  1H bei B0 = 11.74 T) 

gegeben. Prozesse mit Geschwindigkeitskonstanten von 10-12 bis 10-7 s  haben deshalb einen 

direkten Einfluss auf die Relaxationszeiten T1 und  T2 (Abb. 2.10). Langsamere Prozesse, wie 

chemische Reaktionen und Konformationsänderungen von Proteinen, die zum Austausch eines 

NMR-aktiven Kerns zwischen zwei verschiedenen chemischen Umgebungen führen, ändern das 

NMR-Spektrum in charakteristischer Weise. Dieser Effekt wird bei der Linienbreitenanalyse 
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(line  schape  analysis)  sowie  der  2-dimensionalen ZZ-Austausch-Spektroskopie (Abb. 2.10) 

genutzt,  um  Geschwindigkeitskonstanten  im  Mikro-  bis  Milli-Sekunden-Zeitbereich  im 

thermodynamischen  Gleichgewicht  zu  bestimmen  (Farrow  et  al.,  1994;  Montelione  und 

Wagner, 1989; Wider et al., 1991; Burton et al., 1996; Huang und Oas, 1995). Sogar eines der 

am  schnellsten  faltenden  Proteine,  eine  Subdomäne  des  Villin  headpiece mit  einer 

Geschwindigkeitskonstante der Faltung von 2‧105 s-1,  konnte mit dieser Methode untersucht 

werden (Wang et al., 2003). Eng verwandt mit der line shape analysis, die auf 1H-Spektroskopie 

beschränkt ist, sind die CPMG Relaxationsmethoden (nach Carr-Purcell-Meiboom-Gill). Diese 

erlauben eine direkte Bestimmung der Zeit, in der ein NMR-aktiver Kern von einer chemischen 

Umgebung in eine andere überführt wird (Tollinger et al., 2001).  Generell liegt der besondere 

Vorteil  der   NMR-Spektroskopie  vor  allem  in  der  Möglichkeit,  die  zeitaufgelösten 

Informationen für prinzipiell alle Aminosäurereste eines Proteins zu erhalten. Da die in der 

NMR-Spektroskopie am häufigsten genutzte Kernsorte 1H jedoch bei komplexen Proteinen nur 

selten Spektren mit einer Auflösung bis hin zu einzelnen Resten ermöglicht, werden häufig 2-

dimensionale Spektren unter zusätzlicher Nutzung von Hetero-Kernen, wie z.B.  15N und  13C, 

genutzt.

2.6.4. Das HSQC-Spektrum

Im  zweidimensionalen HSQC-NMR Experiment (heteronuclear single  quantum coherence) 

wird  die  skalare  Kopplung zwischen  1H- und  15N-Kernen genutzt,  um hochaufgelöste und 

einfach interpretierbare Spektren zu erhalten. Das HSQC-Spektrum liefert für jedes Amidproton 

des Proteins jeweils ein Signal. Dies wird über die sogenannte INEPT-Pulssequenz möglich. 

Die INEPT-Pulssequenz (Insensitive Nuclei Enhanced by Polarization Transfer) ermöglicht den 

Transfer der Magnetisierung von 1H-Kernen auf die insensitiveren 15N-Kerne unter Nutzung der 

skalaren Kopplung zwischen beiden Kernsorten. Zunächst werden die Protonen über einen 90°-

Puls aus x-Richtung angeregt (Abb. 2.11). Der Magnetisierungstransfer auf die 15N-Kerne wird 

durch  einen  gleichzeitigen 180°-Puls  auf  die  1H-  wie  auch  die  15N-Kerne induziert.  Nach 

Magnetisierungstransfer entwickelt sich die chemische Verschiebung der  15N-Kerne während 

der Zeit t1. Eine weitere INEPT-Pulssequenz transferiert die Magnetisierung zurück auf die 1H-

Kerne und die Detektion erfolgt während der Zeit t2. Werden mehrere eindimensionale NMR-

Spektren für verschiedene Zeiten t1 aufgenommen, erhält man nach Fouriertransformation ein 

zweidimensionales Spektrum mit den Frequenz-Achsen F1 für die 15N-Kerne und F2 für die 1H-

Kerne.
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Abbildung 2.11. Pulssequenz des HSQC-Experimentes. Die Radiofrequenz-Pulse sind als vertikale 

Balken gekennzeichnet.  Die Pulse sind wie folgt  gekennzeichnet: ein 90°-Puls aus x-Richtung ist mit 

90°x, ein 90°-Puls aus y-Richtung mit 90°y und ein 180°-Puls aus x-Richtung entsprechend mit 180°x 

bezeichnet. Die Phasenzyklen im HSQC-Experiment sind φ1 = x, -x; φ2 = 2(x), 2(-x); φ3 = 4(x), 4(-x).
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3. Materialien und Methoden

3.1. Materialien

3.1.1. Chemikalien

Acetonitril (ACN) Roth, Karlsruhe, Deutschland

Alexa Fluor 488 C5 maleimide (A488) Invitrogen, Eugene, Oregon, USA

Alexa Fluor 594 C5 maleimide (A594) Invitrogen, Eugene, Oregon, USA

Acrylamid Amersham Biosciences, Uppsala, Schweden
15N-Ammoniumchlorid Eurisotop, Gif-Sur-Yvette, Frankreich

Ampicillin Serva, Heidelberg, Deutschland

Atto 700 AttoTec, Siegen, Deutschland

Calciumchlorid AppliChem, Darmstadt, Deutschland

Coomassie-Brilliant-Blue R250 Serva, Heidelberg, Deutschland

Dimethylformamid (DMF) Kraemer und Martin, Siegburg, Deutschland

Dimethylsulfoxid (DMSO) Merck, Darmstadt, Deutschland

1,4-Dithiothreitol (DTT) AppliChem, Darmstadt, Deutschland

Natriumethylendiamintetraacetat (EDTA) Serva, Heidelberg, Deutschland

Guanidiniumchlorid (GdmCl) Sigma, Deisenhofen, Deutschland

Deuteriumoxid 99,9% Eurisotop, Gif-Sur-Yvette, Frankreich

D-(+)-Glucose AppliChem, Darmstadt, Deutschland

Dinatriumhydrogenphosphat AppliChem, Darmstadt, Deutschland



3. Material und Methoden 36

Harnstoff ICN Biomedicals, Irvine, USA

Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid (IPTG) Fermentas, St. Leon-Rot, Deutschland

Kaliumchlorid Merck, Darmstadt, Deutschland

Kaliumdihydrogenphosphat AppliChem, Darmstadt, Deutschland

N,N'-Methylen-Bis-Acrylamid USB, Cleveland, USA

Magnesiumsulfat Sigma, Deisenhofen, Deutschland

Natriumchlorid Merck, Darmstadt, Deutschland

Natriumdodecylsulfat (SDS) Sigma, Deisenhofen, Deutschland

Natriumdihydrogenphosphat AppliChem, Darmstadt, Deutschland

Thiamindiphosphat PD Dr. Golbik, MLU-Halle-Wittenberg

Tris-(hydroxymethyl)aminomethan (Tris) Merck, Darmstadt, Deutschland

Phenylmethansulfonylfluorid (PMSF) Sigma, Deisenhofen, Deutschland

Triton X-100 Sigma, Deisenhofen, Deutschland

Tween 20 Sigma, Deisenhofen, Deutschland

3.1.2. Molekularbiologische Enzyme und Reagenzien

Hefe-Extrakt Difco, Augsburg, Deutschland

Trypton Difco, Augsburg, Deutschland

Select Agar Difco, Augsburg, Deutschland

Pfu-Turbo DNA-Polymerase Stratagene, Amsterdam, Niederlande

DpnI-Endonuklease Biolabs Inc. New England, Ipswich, USA

Oligonukleotide MWG Biotech AG, Ebersberg, Deutschland

Sequenzierungs-Kit Fermentas, St. Leon-Rot, Deutschland

3.1.3. Bakterienstämme, Plasmide und Primer

Escherichia (E.) coli XL1-Blue Stamm zur Plamidpräparation

Escherichia (E.) coli JM109 Stamm zu Proteinexpression

pKK223-3-pWT E. coli-Expressionsvektor mit der Sequenz von 

Barstar pWT, Ampicillin-Resitstenz-Gen von 

PD Dr. Globik zur Verfügung gestellt (Golbik, 

et al., 1999)

pKK5 Vorwärts-Sequenzier-Primer 5'-GGT TCT GGC AAA TAT TCT GA-3'

pKK5 Rückwärts-Sequenzier-Primer 5'-GAA AAT CTT CTC TCA TCC GCC AAA 

    ACA-3'
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S12C-Vorwärts-Primer 5'-GGG AAC AAA TCA GAA GTA TCA GCG 

    ACC TCC ACC-3'

S12C-Rückwärts-Primer 5'-GGT GGA GGT CGC TGA TAC TTC TGA 

    TTT GTT CCC-3'

S89C-Vorwärts-Primer 5'-CAC CAT CAT CCT TTG CTA ATA CGA 

    TCA ATG GG-3'

S89C-Rückwärts-Primer 5'-CCC ATT GAT CGT ATT AGC AAA GTA 

    TGA TGG TG-3'

3.1.4. Reagenzien und Lösungen

Standardpuffer 50 mM Natriumphosphat-Puffer pH 8,0; entgast 

und durch einen Cellulose-Acetat-Filter 

(Satorius, Göttingen, Deutschland) 0,45 µm 

filtriert.

Lösungen für Zellaufschluß und inclusion body Präparation

Zell-Aufschlusspuffer 0,1 M TrisHCl pH 8,0; 1 mM PMSF; 1 mM 

EDTA

Solubilisierungslösung 60 mM EDTA; 6 % Trition X-100; 1,5 M NaCl

Waschpuffer 0,1 M TrisHCl pH 8,0; 20 mM EDTA

Puffer für Resolubilisierung und Renaturierung

Resolubilisierungspuffer 8 M Harnstoff; 50 mM TrisHCl pH 8,0; 1 mM 

EDTA

Renaturierungspuffer 50 mM TrisHCl pH 8,0; 0,1 M NaCl, 1 mM 

EDTA

Chromatographie-Puffer

Ionenaustauschpuffer A 50 mM TrisHCl pH 8,0; 0,1 M NaCl

Ionenaustauschpuffer B 50 mM TrisHCl pH 8,0; 1 M NaCl

Gelfiltrationspuffer 50 mM TrisHCl pH 8,0; 0,1 M NaCl
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Puffer für die Fluoreszenzmarkierung von pWT-S12C/S89C und pWT-S12C

labelling-Puffer 4 M Harnstoff; 50 mM Natriumphosphat-Puffer 

pH 7,3; 1 mM EDTA

Puffer und Lösungen für die Elektrophorese

SDS-Probenpuffer 125 mM TrisHCl pH 6,8; 2 % (w/w) SDS; 

25 % (v/v) Gyzerin; 10 mM DTT; 

Bromphenolblau

Coomassie-Färbelösung

Lösung A 0,05 % (w/v) Coomassie R250; 25 % Isopro-

panol; 10 % Eisessig

Lösung B 0,005 % (w/v) Coomassie R250; 10 % Isopro-

panol; 10 % Eisessig

Lösung C 0,002 % Coomassie R250; 10 % Eisessig

Lösung D 10 % Eisessig

3.1.5. Nährmedien

LB-Amp-Medium (Luria-Bertani) 10 g/l Trypton; 5 g/l Hefe-Extrakt; 10 g/l NaCl;

100 µg/ml Ampicillin

LB-Amp-Agar LB-Amp-Medium; 1,5 % (w/v) Select Agar

M9-Mineralsalzkonzentrat (5x) 42,4 g Na2HPO4; 15 g KH2PO4; 5 g 15NH4Cl; 

2,5 g NaCl auf 1 L

M9-Mineralsalzmedium 200 ml M9-Konzentrat (5x); 1 ml 1 M MgSO4; 

100 µl 1 M CaCl2; 100 µl 0,5% (w/v) Thiamin-

diphosphat; 20 ml 20% (w/v) Glucose; add 1 L
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3.2. Methoden

3.2.1. Molekularbiologische Methoden

Die  Mutagenesen  zur  Erzeugung  der  Barstarvarianten pWT-S12C, pWT-S89C und  pWT-

S12C/S89C  erfolgten  mit  dem  QuikChangeTM Site-Directed  Mutagenesis  Kit  (Stratagene, 

Heidelberg, Deutschland) und wurde nach Herstellerangaben durchgeführt. Als Matrize diente 

das  Plasmid pKK223-3-pWT (3.1.3.)  mit  der  Sequenz von  Barstar-pWT. Als  Mutagenese-

Primer wurden die Vorwärts-und Rückwärts-Primer für S12C oder S89C (3.1.3.) eingesetzt. Die 

Polymerase-Kettenreaktion (PCR)  sowie  der  DpnI-Verdau wurden  nach  Herstellerangaben 

durchgeführt. Anschließend wurden chemokompetente XL1-Blue-Zellen mit dem PCR-Produkt 

transformiert. Es wurde auf Ampicillin-Resistenz bei  37°C selektiert. Die gewählten Klone 

wurden  bei  37°C in  LB-Amp-Medium (3.1.6.)  angezogen. Nach Zentrifugation wurde die 

Plasmid-DNA mittels  QIAprep  Spin  Miniprep  Kit  (Qiagen,  Hilden,  Deutschland)  nach 

Herstellerprotokoll  isoliert.  Die  Sequenz  der  mutierten  DNA-Fragmente  wurde  mittels 

Fermentas Sequenzier-Kit (3.1.2.) und einem LI-COR DNA Sequencer (MWG Biotech AG, 

Ebersberg,  Deutschland)  nach  Herstellerangaben  bestimmt.  Anschließend  wurden 

chemokompente JM109-Zellen mit den mutierten Plasmiden transformiert und nach Anzucht 

als Glyzerinkultur bei  -80°C gelagert. Die Variante pWT-S12C/S89C wurde durch eine zweite 

Mutagenese aus der Variante pWT-S12C hergestellt.

3.2.2. Expression, Renaturierung und Reinigung

3.2.2.1. Expression

Nach Ausstreichen der Glyzerinkultur der JM109-Zellen mit dem Plasmid für die jeweiligen 

Barstar-Varianten auf LB-Amp-Agar und Inkubation über Nacht bei 37°C, wurden 2 x 50 ml 

LB-Amp-Medium  als  Vorkultur mit  den  auf  Agar  angezogenen  Zellen  angeimpft.  Die 

Vorkulturen wurde 12 h bei 30°C im Schüttelkolben inkubiert. Anschließend wurden die Zellen 

der Vorkultur geerntet und in je 30 ml frischem LB-Amp-Medium vorsichtig resuspendiert. Die 

Hauptkulturen (12 x 1 l) wurden jeweils mit 5 ml der resuspendierten Vorkultur angeimpft und 

bei 30°C im Schüttelkolben angezogen. Die Induktion der Genexpression erfolgte durch Zugabe 

von IPTG (Endkonzentration 1 mM) bei einer OD600 von 0,8 bis 1,2. Die Hauptkulturen wurden 

nach 10 bis 12 h bei 9000 g für 20 min zentrifugiert. Die Expression von 15N-pWT in M9-
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Abbildung  3.1.  Expression  und  Reinigung  am  Beispiel  von  pWT-S12C. (A) Verfolgung der 

Expression  und  Renaturierung  mittels  SDS-PAGE: vor  Induktion  (0 h),  12 h  nach  Induktion  (12 h), 

inclusion bodies  (IB),  Präzipitate  nach Renaturierung (P),  Rohextrakt  (RE),  Größenkontrolle  Barstar-

pWT (pWT). (B) SDS-PAGE der Elutionsfraktionen der Ionenaustauschchromatographie im Bereich von 

30-40% Ionenaustauschpuffer B.  (C) SDS-PAGE der pWT-S12C-haltigen Fraktionen der Gelfiltration. 

(D) Chromatogramm nach der  Ionenaustauschchromatographie (durchgezogene Linie)  sowie Gradient 

des  Ionenaustauschpuffers  B  (gestrichelte  Linie).  (E) Chromatogramm  nach  der  Gelfiltration.  Die 

Absorption wurde bei 280 nm bestimmt.

Mineralsalzmedium erfolgte in Analogie zur dargestellten Prozedur.

3.2.2.2. Renaturierung

Die  Zellen  (45 g)  wurden  in  80-100  ml  Zell-Aufschlusspuffer (3.1.4.)  resuspendiert.  Der 

Aufschluss  der  Zellen  erfolgte  durch  Hochdruck-Dispersion  (Gaulin,  APV, Frankreich). 

Anschließend  wurden  50  ml  Solubilisierungslösung (3.1.4.)  zugegeben.  Nach  2-stündigen 

rühren bei 5°C wurde die Suspension für 20 min bei 100.000 g zentrifugiert. Der Überstand 

wurde verworfen und die  inclusion bodies in 40 ml Waschpuffer (3.1.4.) resuspendiert und 

erneut zentrifugiert. Die inclusion bodies wurden insgesamt 4x gewaschen.

Die  gewaschenen  inclusion bodies wurden  anschließend in  50  ml  Resolubilisierungspuffer 

(3.1.4.) gelöst. Nach erneuter Zentrifugation für 20 min bei 100.000 g wurde der Überstand bei 

Raumtemperatur 2x gegen je 5 l Renaturierungspuffer (3.1.4.) über 12 h dialysiert. Die während 

der Renaturierung anfallenden Präzipitate von Fremdproteinen wurden durch Zentrifugation bei 
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100.000  g  entfernt.  Der  erhaltene  Rohextrakt  wurde  zur  weiteren  Reinigung  verwendet. 

Abbildung 3.1.A demonstriert die Verfolgung der Expression und Reinigung mittels SDS-PAGE 

am Beispiel von pWT-S12C. Bei der Präparation der Cystein-haltigen Barstar-pWT-Varianten 

wurde allen Lösungen 10 mM DTT zugesetzt.

3.2.2.3. Reinigung

Der Rohextrakt wurde auf eine mit Ionenaustauschpuffer A (3.1.4.) prä-equilibrierte HiloadTM 

26/10 Q-Sepharose HP-Säule (V = 60 ml) (Pharmacia, Piscataway, New Jersey) mit einem Fluß 

von 2 ml/min aufgetragen. Nach dem Auftragen wurde die Säule bei einem Fluß von 2 ml/min 

mit 2 Säulenvolumina des Ionenaustauschpuffers A gewaschen. Die Elution erfolgte über einen 

NaCl-Gradienten (Gradientlänge: 4 Säulenvolumina) unter Nutzung von Ionenaustauschpuffer 

B (3.1.4.). Das Protein eluierte bei 35 – 40 % Ionenaustauschpuffer B. Die Barstar-haltigen 

Fraktionen  wurden  vereinigt  und  bei  einem  Fluß  von  0,75  ml/min  über  eine  mit 

Ionenaustauschpuffer A prä-equilibrierte HiLoadTM 26/60  Superdex G75-Säule  (Pharmacia, 

Piscataway, New  Jersey)  weiter  gereinigt.  Das  Protein  eluierte  nach  einem  Volumen von 

80 - 90 ml.  Die  gesamte Reinigung erfolgte  bei  5°C.  Abbildung 3.1.B-E demonstriert  den 

Reinigungsverlauf exemplarisch für pWT-S12C. Im Falle der Cystein-haltigen Barstar-pWT-

Varianten wurde allen Puffern 10 mM DTT und 1 mM EDTA zugesetzt.  Die  Reinheit  des 

Proteins wurde mittels Gel-Elektrophorese (Abb. 3.1. C) überprüft.

3.2.3. Fluoreszenzmarkierung der Variante pWT-S12C/S89C

Für die Fluoreszenzmarkierung wurde die Variante pWT-S12C/S89C mit einer molaren Masse 

von 10285 g/mol, im weiteren mit pWTSS abgekürzt, innerhalb von 60 min 4x gegen 1 l 50 mM 

Natriumphosphat-Puffer pH 7,3 / 1 mM EDTA dialysiert. Insgesamt wurden 2 Präparationen 

von doppelt-markiertem pWTSS durchgeführt. In der ersten Präparation wurden 5 ml pWTSS 

(190 µM) in  labelling-Puffer (3.1.4.) mit 65 µl einer 10 mM Lösung des FRET-Donors Alexa 

Fluor 488 C5-Maleinimid, im weiteren mit A488 abgekürzt, in DMSO versetzt. Dies entspricht 

einem 1,5-fachen Überschuss von Protein und minimiert die Menge an pWTSS mit zwei Donor- 

Farbstoffen pWTSS-(A488)2, im weiteren mit pWTSS
DD abgekürzt. Die molare Masse von A488 

wird vom Hersteller mit 720 g/mol angegeben. Die Reaktion erfolgte für 4 h bei 25°C. Der 

Reaktionsansatz wurde durch Zugabe von DTT (Endkonzentration 10 mM) abgestoppt. Das 

markierte Protein wurde mittels Gelfiltration (HiLoadTM 26/60 Superdex G75) bei einem Fluß 

von 0,75 ml/min in Standardpuffer unter Zusatz von 10 mM DTT und 1 mM EDTA bei 25°C 
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rückgefaltet. Gleichzeitig wurde dadurch nicht umgesetzter Farbstoff entfernt. Um pWTSS sowie 

pWTSS
DD von einfach-markiertem Protein, pWTSS

D, zu separieren, wurde als zweiter Schritt eine 

Ionenaustauschchromatographie,  wie  in  3.2.2.  beschrieben,  durchgeführt.  Den 

Ionenaustauschpuffern A und B wurde 10 mM DTT und 1 mM EDTA zugesetzt. Das erhaltene 

pWTSS
D wurde mittels VIVASPIN-20 Konzentrierungsröhrchen (VIVASCIENCE, Stonehouse, 

UK) konzentriert und erneut 4x gegen 1 l 50 mM Natriumphosphat-Puffer pH 7,3 mit 1 mM 

EDTA dialysiert. In einem zweiten Kopplungsschritt wurde 4 ml pWTSS
D (28 µM) in labelling-

Puffer ein 10-facher molarer Überschuss des FRET-Akzeptors Alexa-Fluor 594 C5-Maleinimid, 

im  weiteren  mit  A594  abgekürzt,  zugesetzt.  Die  molare  Masse  von  A594  ist  laut 

Herstellerangaben 904 g/mol.  Der Ansatz wurde für  10 h  bei  25°C inkubiert. Anschließend 

wurde die Reaktion durch Zugabe von DTT (Endkonzentration 10 mM) abgestoppt. Das Protein 

wurde mittels  Gelfiltration, wie  oben beschrieben, rückgefaltet. Schließlich wurde Material 

erhalten, bei dem 100 % der Moleküle A488- und 32 % der Moleküle A594-Farbstoffe tragen, 

im weiteren mit pWTSS
DA abgekürzt, (siehe auch 3.2.4.).

In einer zweiten Präparation wurde das Protein zuerst mit A594 und danach mit A488 markiert. 

Ansonsten waren alle Schritte zu den eben aufgeführten identisch. In dieser Präparation konnte 

reines, doppelt-markiertes Protein erhalten werden, im weiteren mit pWTSS
AD abgekürzt.

Die  molare  Masse  der  markierten  Proteine  wurde  mittels  MALDI-Massenspektrometrie 

kontrolliert. Für pWTSS
AD wurde eine molare Masse von 11883 g/mol erhalten. Erwartet wurden 

11913 g/mol. Die Differenz von 30 g/mol liegt im Fehler der Bestimmung der molaren Masse 

durch MALDI-Massenspektrometrie.

3.2.4. Bestimmung der Kopplungsausbeuten

Absorptionsspektren wurden von 250 – 700 nm an einem Ultrospec 3000 UV-Spektrophoto-

meter (Amersham Biosciences, Uppsala, Schweden) aufgenommen. Die Küvettendicke betrug 

1 cm. Die Kopplungsausbeute wurde anhand der Absorptionen bei 280 nm, 493 nm und 588 nm 

bestimmt. Es wurden folgende Extinktionskoeffizienten genutzt:

pWTSS: ε280
pWTSS      = 22690 M-1cm-1 (Golbik et al., 1999)

A488: ε280
A488       =   8640 M-1cm-1 (siehe Text)

A488: ε493
A488       = 72000 M-1cm-1 (Invitrogen)

A594: ε588
A594       = 96000 M-1cm-1 (Invitrogen).

Der Extinktionskoeffizient von A488 bei 280 nm wurde anhand von mit DTT gekoppelten A488 
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relativ zum bekannten Extinktionskoeffizienten bei 493 nm ermittelt. Um abzuschätzen wieviel 

unmarkiertes  Protein  nach  dem  ersten  Kopplungs-  und  Reinigungschritt  im  Verhältnis zu 

markiertem Protein vorlag, wurde die Protein-und Farbstoffkonzentration durch Bestimmung 

der Absorption bei 280 nm und 493 nm unter Nutzung von

E 493=493
488⋅[ A488 ] und [3.1]

E280=280
pWT SS⋅[ pWT SS]280

A488⋅[A488 ] [3.2]

ermittelt. Nach dem ersten Kopplungsschritt und anschließender Reinigung wurde mittels [3.1] 

und [3.2] ein Verhältnis von Farbstoff zu Protein von 1,09 bestimmt. Das Verhältnis aus einfach- 

und doppelt-markierter pWTSS
D und pWTSS

DA wurde durch Messung der Absorption bei 493 nm 

und 588 nm unter  Nutzung der  angegebenen Extinktionskoeffizienten von A488 und A594 

bestimmt.

3.2.5. Fluoreszenz-und CD-Spektroskopie

3.2.5.1. Aufnahme von Fluoreszenzspektren

Alle  Fluoreszenzspektren  wurden  an  einem  FluoroMax2-Fluorimeter  (Jobin  Yvon spec., 

Grasbrunn,  Deutschland)  aufgenommen.  Die  Anregungs-  und  Emissionsspaltbreite  betrug 

jeweils 5 nm. Jedes Spektrum wurde gegen die Emissionsmonochromator-Kennlinie korrigiert. 

Das Basislinienspektrum des Puffers wurde grundsätzlich von den Probespektren abgezogen. Es 

wurde  in  100-µl-Küvetten  (1 cm x 0,5 cm)  bzw. in  rührbaren  und  verschliessbaren  1-cm-

Küvetten gemessen.

Für  Intensitätsmessungen  der  intrinsischen  Proteinfluoreszenz  wurde  eine  Anregungs-

wellenlänge von 280 nm genutzt. Die Emission wurde bei 320 nm gemessen. Die Messungen 

der  Fluoreszenz  von  A488  erfolgte  über  eine  Anregungswellenlänge  von  493 nm.  Die 

Fluoreszenz von A594 wurde bei einer Wellenlänge von 594 nm angeregt. Für FRET-basierte 

Messungen wurde der Donor A488 bei 493 nm angeregt und die Emission des Akzeptors wurde 

bei 610 nm oder 615 nm aufgezeichnet.

3.2.5.2. Bestimmung der Quantenausbeuten

Die Quantenausbeute von A488 wurde an pWTSS
D und die von A594 an pWTSS

DA jeweils relativ 

zu einer Referenzsubstanz bestimmt. Im Falle von A488 war die Referenzsubstanz Fluoreszein 
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in 0,1 N NaOH für das eine Quantenausbeute von 0,925 ± 0,015 beschrieben ist (Magde et al., 
2002).  Als  Referenzsubstanz  für  A594  wurde  der  Farbstoff  Atto700  (AttoTec,  Siegen, 

Deutschland),  gekoppelt  mit  DTT,  genutzt.  Für  diesen  wird  vom  Hersteller  eine 

Quantenausbeute von 0,25 in Wasser angegeben.

Zur Bestimmung der Quantenausbeute der an das Protein gekoppelten Farbstoffe A488 und 

A594  wurden  von  pWSS
D,  pWTSS

DA,  Fluoreszein  und  Atto  700  Verdünnungsreihen in 

Standardpuffer hergestellt. Die Absorptionen von Fluoreszein und pWTSS
D wurden bei 460 nm 

und die von Atto 700 und pWTSS
DA bei 600 nm bestimmt. Anschließend wurden alle Proben 

1:10 verdünnt und es wurden für Fluoreszein und pWTSS
D Fluoreszenzspektren nach Anregung 

bei 460 nm von 470 - 700 nm und für Atto 700 und pWTSS
DA nach Anregung bei 600 nm von 

610 - 800 nm aufgenommen. Alle Fluoreszenzspektren wurden integriert und die Intensitäten 

gegen die jeweiligen Absorptionsintensitäten aufgetragen (Anhang I). Die Quantenausbeute der 

Probe x wurde nach

x=ref⋅
f x

f ref
[3.3]

mit ref als  Quantenausbeute der  Referenz,  sowie  fx und  fref als  Anstiege  der  Integral-

fluoreszenz als Funktion der Absorption bei der Anregungswellenlänge, bestimmt (Tab. 3.1.). 

Die  Quantenausbeuten  der  Farbstoffe  A488 d  und  A594 a zeigten  leichte 

Änderungen bei Zugabe von GdmCl und Harnstoff (Anhang II), jedoch keine bei Zugabe von 

KCl (Anhang III).

Tabelle  3.1.  Ergebnisse  der  Quantenausbeutebestimmung  nach  [3.3]. Die  

Quantenausbeuten  der  an  pWT-S12C/S89C gekoppelten  Farbstoffe  sind  hervor-

gehoben.

Fluoreszein pWTSS
D Atto 700 pWTSS

DA

f 51610 ± 1474 44020 ± 760 22110 ± 777 17270 ± 540
 0,925 ± 0,015 0,79 ± 0,03 0,25* 0,20 ± 0,04

• *vom Hersteller kein Fehler angegeben

3.2.5.3. Fluoreszenz-Anisotropie

Steady-state-Anisotropiemessungen  wurden  an  dem  Fluoreszenzspektrometer  PC1  (ISS, 

Urbana,  USA)  bei  einer  Proteinkonzentration  von  0,5 µM  in  Standardpuffer  bei  25°C 

durchgeführt. Die Anregungswellenlänge für  den Donor an pWTSS
D betrug 488 nm und die 
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Anisotropie  wurde  bei  520 nm  bestimmt.  Der  Akzeptor  A594  wurde  an  pWTSS
DA bei 

594 nm angeregt und dessen Anisotropie bei 620 nm bestimmt. Die Spaltbreite betrug 

1 nm. Zeitaufgelöste Anisotropiemessungen wurden am Konfokal-Mikroskop (3.2.6.1.) 

in Standardpuffer bei einer Proteinkonzentration von 1 nM durchgeführt.

3.2.5.4. CD-Spektroskopie

Die  CD-Spektren  wurden  an  einem  JASCO-CD-Spektrophotometer (J-800)  bei  20°C  in 

Standardpuffer aufgenommen. Für die Aufnahme von CD-Spektren im fernen ultravioletten 

Bereich  (UV)-Bereich (180  –  250 nm)  wurden Quartzküvetten mit  einer  Schichtdicke von 

0,1 mm und  für  den  nahen UV-Bereich (250  –  320 nm)  mit  einer  Schichtdicke von  1 cm 

verwendet.  Die  Spaltbreite  betrug  0,1 nm  und  die  Zeitkonstante  1 s.  Es  wurden  20 

Einzelspektren akkumuliert. Zu jeder Probe wurde ein Pufferspektrum aufgenommen und vom 

Spektrum der Probe abgezogen. Intensitätsmessungen zur Bestimmung von Stabilitäten wurden 

bei 222 nm in einer 1 cm Küvette durchgeführt. Die erhaltenen Messwerte wurden in molare 

Elliptizitäten pro Aminosäurerest [Θ]MRW nach 

[]MRW=
⋅0,1⋅M

d⋅c⋅N
[3.4]

mit Θ als gemessener Intensität in mdeg,  M der molaren Masse des Proteins in g/mol,  d der 

Schichtdicke der Küvette in cm,  c der Proteinkonzentration in mg/ml und  N der Anzahl der 

Aminosäuren im Molekül umgerechnet.

3.2.6. Einzelmolekülspektroskopie

Alle Einzelmolekül-Experimente wurden in Kooperation mit der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. 

Christian G. Hübner, Institut für Physik, Universität Lübeck, durchgeführt.

3.2.6.1. Instrument-Aufbau

Die  Einzelmolekül-Experimente  wurden  an  einem  selbstgebauten  Konfokal-Mikroskop 

ausgeführt (Abb. 2.8.). In steady-state-Fluoreszenz-Experimenten wurde ein 488 nm cw-Laser 

(Sapphire, Coherent Inc.) bzw. für zeitaufgelöste Fluoreszenz-Experimente ein gepulster Laser 

mit einer Wellenlänge von 470 nm (PicoQuant GmbH, Berlin) eingesetzt. Für die räumliche 
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Filterung  wurde  das  Laserlicht  in  eine  Einzel-Moden-Glasfaser  (Schäfter  und  Kirchhoff, 

Hamburg, Deutschland) gekoppelt und danach über ein apochromatisches Mikroskopobjektiv 

kollimiert.  Ein  wellenlängen-spezifischer  Strahlteiler  (z488/568,  AHF  Analysentechnik, 

Tübingen,  Deutschland)  richtete  das  Laserlicht  in  das  Mikroskopobjektiv  (CFI  Plan 

Apochromat  60x  WI,  Nikon).  Die  Fluoreszenz  der  Probe  wurde  durch  dasselbe 

Mikroskopobjektiv gesammelt und nach Passieren des wellenlängen-spezifischen Strahlteilers 

in  die  Donor- und  Akzeptor-Komponenten über  einen dichroischen Spiegel (BS570DCXR, 

AHF  Analysentechnik)  separiert.  Donor-und  Akzeptorlicht  wurden  zusätzlich  gefiltert 

(HQ532/70 oder HQ500LP und HQ650/100, AHF Analysentechnik). Jede Komponente wurde 

über eine achromatische Linse auf eine Avalanche-Photodiode (SPCM-AQ 14, Perkin Elmer) 

fokussiert.  Die  Ankunftszeiten  jedes  detektierten  Photons  wurden  mittels  PC-basierter 

Zählelektronik  (PCI-6602,  NI)  aufgenommen.  Zeitaufgelöste  Anisotropiemessung  wurden 

durch Einsatz einer  λ/2  und einer  λ/4  Phasenplatte (Melles  Griot,  USA) vor  der  Glasfaser 

durchgeführt.

3.2.6.2. Probenvorbereitung und Datenanalyse 

Für Einzelmolekül-Experimente wurden die  Proben auf  eine Konzentration von 130 pM in 

unfiltriertem Standardpuffer (3.1.4.) mit den jeweiligen Konzentrationen an GdmCl, Harnstoff 

oder  KCl  verdünnt.  Zur  Verhinderung von  Oberflächenadhesionen enthielten  alle  Proben 

zusätzlich 0,01% (w/v) Tween 20. In Standardpuffer betrug die Sättigungsleitstung 60 µW für 

A488 und 36 µW für A594 (via FRET) an pWTSS
DA (Anhang IV).

Alle  Einzelmolekül-Zeitspuren (Bin-Zeit  500 µs)  wurden  gegen  die  Photonenzählrate  der 

entsprechenden Puffer korrigiert. Eine weitere Korrektur erfolgte durch Division der Zeitspuren 

durch  die  Quantenausbeuten der  beiden  Farbstoffe A488 d  und  A594 a (3.2.5.2.) 

sowie die Detektionseffizienzen für beide Kanäle (ηd = 0,33 und ηa = 0,44). Der Verlust von 

Donorfluoreszenz an den Akzeptorkanal wurde über
I d=D D [3.5]

I a '=A−D [3.6]

berücksichtigt.  D und  A sind  die  gegen  die  Quantenausbeuten  und  Detektoreffizienzen 

korrigierten Intensitäten im Donor- bzw. Akzeptorkanal und β  ist  der  relative Verlust von 

Donorfluoreszenz an den Akzeptorkanal. β  wurde aus den normierten Emissionspektren für 

A488 und A594, den bekannten Transmissionskennlinien aller Spiegel und Filter sowie den 

wellenlängenabhängigen  Detektionseffizienzen  der  Detektoren  zu  0,02  bestimmt.  Die 

Direktanregung des Akzeptors wurde aus den Extinktionskoeffizienten für  freies A488 und 
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A594 bei 488 nm zu 0,055 bestimmt und über
I a=I a '−0,055 I a ' I d [3.7]

berücksichtigt. Die korrigierten Fluoreszenzintensitäten, Id und Ia, für jeden Bin wurden genutzt 

um mittels [2.37] die FRET-Effizienzen zu berechnen. Überstieg die Photonenanzahl innerhalb 

eines Bins den Schwellenwert (T) von 250 bis 300, wurde der Bin als Einzelmolekül-Ereignis 

gewertet. Für jeden selektierten Bin wurde mittels [2.37] die FRET-Effizienz berechnet. Aus 

den FRET-Effizienzen aller Ereignisse wurden anschließend Histogramme erstellt. Typischer 

Weise sind in den FRET-Histogrammen 1000 –  3000 Ereignisse (d.h.  Bins)  enthalten. Die 

FRET-Histogramme wurden mit einer Beta-Funktion (Weiss, 1999) für die nativen Moleküle 

und einer Gauss-Funktion für die entfalteten Moleküle angepasst. Die mittlere, aus den FRET-

Histogrammen bestimmte Transfer-Effzienz 〈Em〉  der entfalteten Moleküle wurde zusätzlich 

gegen die Änderung der  Quantenausbeute als  Funktion der Konzentration von GdmCl und 

Harnstoff über

〈E 〉=〈Em〉 /〈Em〉1−〈Em〉 [3.8]

korrigiert (Merchant et al., 2006). In [3.8] ist 〈E m〉 die gemessene mittlere Transfer-Effizienz, 

während 〈E 〉 die korrigierte Transfer-Effizienz darstellt. α  ist das Verhältnis a/d .  Für 

verschiedene  GdmCl-  und  Harnstoffkonzentrationen  wurde a bei pWTSS
DA durch 

Direktanregung des Akzeptors bei 594 nm und Emission bei  610 nm, und d bei pWTSS
D 

durch Anregung bei 470 nm und Emission bei 530 nm bestimmt (Anhang II).

Der Förster-Radius des FRET-Paares A488 und A594 wurde nach [2.34] und [2.35] aus den 

Spektren der  freien Farbstoffe unter  Berücksichtigung von d ,  dem Brechungsindex des 

Standardpuffers (3.1.4.) von  1,334 und einem κ2 = 2/3  (2.4.3.)  zu  R0 = 56 Å bestimmt. Bei 

Messungen  in  Harnstoff  oder  GdmCl  wurde  die  Änderung  des  Brechungsindex  bei  der 

Bestimmung von R0 berücksichtigt.

3.2.7. NMR-Spektroskopie

Alle NMR-Experimente wurden in Kooperation mit der Arbeitsgruppe Biophysik (Prof. Jochen 

Balbach) des Institutes für Physik der Martin-Luther-Universität Halle-Wittenberg von Dipl.-

Biochem. Ulrich Weininger oder mir persönlich durchgeführt.

3.2.7.1. Schneller Amidprotonenaustausch

Die  Kinetiken des  Amidprotonenaustausches wurden mittels  zweidimensionaler  15N-HSQC-
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NMR-Spektroskopie unter Nutzung einer modifizierten MEXICO-Pulssequenz (Gemmecker et 
al., 1993), der New-MEXICO-Pulssequenz (Koide  et al., 1995), gemessen. MEXICO ist ein 

Akronym aus  Measurement of fast proton exchange rates in isotopically labeled compounds. 
Die New-MEXICO-Pulssequenz verzichtet auf den Einsatz von Deuteriumoxid zur Detektion 

des  Amidprotonenaustausches.  Die  Diskriminierung  zwischen  Lösungsmittelprotonen  und 

Amidprotonen  erfolgt,  im  Gegensatz  zum  konventionellen  Amidprotonenaustausch mittels 

Deuteriumoxid, durch eine Sequenz aus rf-Pulsen und Gradienten. Die Magnetisierung der 

Amidprotonen  wird  unmittelbar  vor  der  Austauschreaktion  vollständig  durch  einen 

heteronuklearen 15N-Filter beseitigt. Danach sind keine Amidprotonensignale mehr im HSQC-

NMR-Spektrum  vorhanden.  Durch  den  chemischen  Austausch  der  Amidprotonen  gegen 

Protonen des Lösungsmittels Wasser, erlangen die Amidprotonen ihre Magnetisierung zurück. 

Der chemische Austausch der Amidprotonen gegen Wasserprotonen führt demzufolge zu einem 

erneuten Anstieg der Signale im NMR-Spektrum aus welchem die Geschwindigkeitskonstante 

kHX (Anhang V) der Austauschreaktion über

S t 
S ref

= k HX

R1RW
[exp −RW t −exp −R1k HX t ] [3.9]

mit  S(t) als dem Signal nach der Austauschzeit t,  Sref als dem Signal vor der New-MEXICO- 

Pulssequenz,  RW als  der  Geschwindigkeitskonstante  der  Relaxation  der  Wasserprotonen 

(0,42 s-1,  persönliche Mitteilung Prof.  Dr. Jochen Balbach, Martin-Luther-Universität Halle-

Wittenberg)  und  R1 als  der  Geschwindigkeitskonstante der  longitudinalen  Relaxation  der 

Amidprotonen bestimmt werden kann. Die New-MEXICO-Technik ermöglicht die Detektion 

von Austauschreaktionen in einem Zeitfenster von 10 - 300 ms. Geschwindigkeitskonstanten im 

Bereich von 0,2 s-1 bis 100 s-1 sind damit einer Analyse zugänglich.

Da die Amidprotonen ihre Magnetisierung nicht  nur  durch die  Austauschreaktion mit  dem 

Wasser, sondern auch durch Nuclear-Overhauser-Effekte (NOE) mit den an den  12C-Atomen 

gebundenen Protonen wiedererlangen können, wird die Magnetisierung aller Protonen, darunter 

auch die 12C-gebundenen Protonen sowie die Wasserprotonen, durch einen 90° rf-Puls sowie 

einen  Gradienten  zerstört.  An  diesen  Puls  schliesst  sich  eine  55 ms  lange  Wartezeit an. 

Wasserprotonen besitzen  aufgrund  des  radiation  damping-Effekts  eine  drastisch  verkürzte 

longitudinale Relaxationszeit, so dass diese sehr schnell innerhalb von 55 ms in das thermische 

Gleichgewicht zurückkehren. Erst daran schliesst sich die oben erwähnte Unterdrückung der 

Magnetisierung der Amidprotonen durch den heteronuklearen 15N-Filter an.

Die Experimente bei  pH 6,5;  7,0  und 8,0  wurden an  einem Bruker Avance II  500 NMR-

Spektrometer und die bei pH 9,0 und 10,0 an einem Bruker Avance II 600 NMR-Spektrometer 
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bei  25°C und einer Proteinkonzentration von 1 mM  15N-pWT in  50 mM Natriumphosphat-

Puffer durchgeführt. Alle NMR-Proben enthielten 10 % (v/v) D2O. Die Spektren wurden mittels 

NMRPipe (Delaglio et al., 1995) prozessiert und mit NMRView (Johnson, 2004) ausgewertet. 

Die Volumina der Kreuzsignale wurden durch Integration bestimmt. Die exakte Pulssequenz des 

New-MEXICO-Experimentes sowie des verwendeten HSQC-Experimentes ist in Anhang VII 

ausgeführt.

3.2.7.2. Harnstoff-induzierte Übergangskurven mittels 2D 15N-TROSY-HSQC-NMR

2D  15N-TROSY-HSQC-NMR-Spektren wurden  an  einem  Bruker  Avance  II  600  NMR-

Spektrometer  bei  einer  Proteinkonzentration  von  1 mM  15N-pWT  und  verschiedenen 

Konzentrationen an Harnstoff in Standardpuffer (3.1.4.) mit 10 % (v/v) D2O aufgenommen. Die 

Temperatur  betrug  25°C.  Zur  Herstellung  von  1 mM  Proteinlösungen  in  verschiedenen 

Harnstoffkonzentrationen wurden zunächst zwei Lösungen, 1 mM 15N-pWT in Standardpuffer 

und 1 mM  15N-pWT in  Standardpuffer und 5 M Harnstoff, hergestellt. Nach Aufnahme der 

NMR-Spektren für beide Lösungen wurden definierte Aliquots beider Lösungen entnommen, 

zur jeweils anderen Lösung zugegeben und NMR-Spektren der daraus resultierenden Lösungen 

aufgenommen. Auf diese Weise wurden in Schritten von 0,2 M Harnstoff NMR-Spektren in 

allen  Harnstoffkonzentrationen  zwischen  0 M  und  5 M  messbar.  Von jeder  Harnstoff-

konzentration wurde zusätzlich ein Aliquot zur Bestimmung der exakten Harnstoffkonzentration 

anhand des Brechungsindex entnommen. Stabilitätsparameter (Anhang VI) wurden nach [3.10] 

(3.2.8.) aus den erhaltenen Übergangskurven bestimmt. Die exakte Pulssequenz des 2D  15N-

TROSY-HSQC-NMR-Experimentes ist in Anhang VIII ausgeführt.

3.2.8. Denaturanz-induzierte Übergangskurven

Denaturanz-induzierte Übergangskurven von  pWT und  pWTSS wurden  mittels  intrinsischer 

Fluoreszenz bei  320 nm in  Standardpuffer an  einem  FluoroMax2-Fluorimeter (Jobin  Yvon 

spec.,  Grasbrunn, Deutschland)  bei  25°C  bestimmt. Die  Proteinkonzentration betrug  2 µM. 

Denaturanz-induzierte Übergangskurven von pWTSS
DA wurden in Standardpuffer unter Zusatz 

von 0,01 % (w/v) Tween 20 anhand von FRET durch Anregung bei 493 nm und Emission bei 

610 nm bestimmt. Einer 2 ml-Probe des Proteins wurde sukzessive eine konzentrierte Harnstoff- 

oder  GdmCl-Lösung  zugegeben.  Die  Wartezeit  zwischen  zwei  aufeinanderfolgenden 

Denaturanz-Zugaben betrug 2-3 min. Das Fluoreszenzsignal wurde anschließend gegen die mit 

dieser Methode verbundene Verdünnung der Proteinlösung korrigiert. Die Proteinkonzentration 
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betrug 0,5 µM. Alle Übergangskurven wurde unter Annahme eines Zwei-Zustands-Modells mit 

S=
 yNmN [D ] yUmU [D ] exp

−meq [D ]−[D]1/2
RT



1exp
−meq[D ]−[D ]1 /2

RT


[3.10]

angepasst  (Fersht,  1999).  S ist  das  bei  der  jeweiligen Denaturanzkonzentration gemessene 

Fluoreszenzsignal. Weiterhin sind  yN das Signal des nativen Proteins bei 0 M Denaturanz, mN 

der Anstieg des Signals nativer Moleküle mit der Denaturanzkonzentration [D],  yU das Signal 

des  entfalteten  Proteins  bei  0 M  Denaturanz,  mU der  Anstieg  des  Signals  der  entfalteten 

Moleküle  mit der Denaturanzkonzentration [D],  meq die Kooperativität (2.2.2.) und [D]1/2 die 

Denaturanzkonzentration bei der 50 % der Moleküle denaturiert vorliegen.

3.2.9. pH-induzierte Übergangskurven

pH-induzierte Übergangskurven wurden bei einer Proteinkonzentration von 2 µM pWT im pH-

Bereich von 1,6 bis 13 mittels intrinsischer Fluoreszenz bei 320 nm nach Anregung bei 280 nm 

und mittels CD-Spektroskopie bei 222 nm aufgenommen. Zur Herstellung der Proteinlösungen 

bei  verschiedenen  pH-Werten wurde  eine  pWT-Stammlösung (200  µM)  gegen  reines  bi-

destilliertes  Wasser dialysiert.  Weiterhin wurde  der  pH-Wert einer  50 mM  Phosphorsäure-

Lösung (V = 500 ml; pH 1,64) mit konzentrierter NaOH schrittweise erhöht. Nach jeweils 0,2-

pH Einheiten wurde ein  990 µl  Aliquot entnommen und  mit  10 µl  der  pWT-Stammlösung 

gemischt. Insgesamt war ein NaOH-Volumen von ca. 10 ml nötig, um die Phosphorsäure von 

pH 1,64 auf pH 13,0 einzustellen. Die Gesamtkonzentration an Phosphat-Ionen-Spezies ist also 

für  alle  pH-Werte nahezu identisch. Die  pH-Werte der  einzelnen Proben wurden nach der 

Messung erneut bestimmt. 

Die pH-Abhängigkeit der Proteinstabilität wurde nach Tanford mittels

G  pH =−RT ln K0−RT ln
1KD 10 pH n

1K N 10 pH m
[3.11]

mit K0 als Gleichgewichtskonstante des Faltungs-Entfaltungsgleichgewichtes, KD und KN als den 

Dissoziationskonstanten der protonierbaren Gruppen im entfalteten bzw. nativen Zustand und n 
und  m als  der  Anzahl  isoacider  Gruppen  im  entfalteten  bzw. nativen  Zustand  angepasst 

(Tanford, 1968).
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3.2.10. Stopped-Flow-Fluoreszenz-Kinetik

Kinetische  Messungen  wurden  an  einem  SX-20MV  stopped-flow-Instrument  (Applied 

Photophysics)  in  Standardpuffer  mit  unterschiedlichen  Konzentrationen  an  Harnstoff 

durchgeführt.  Die  Anregungswellenlänge betrug  280 nm.  Es  wurde  die  Integralfluoreszenz 

oberhalb von 320 nm detektiert. Wenn nicht anders gekennzeichnet wurden die Messungen bei 

25°C durchgeführt. Für jede Kinetik wurden mindestens fünf Messungen akkumuliert.

3.2.10.1. Entfaltungskinetik in Harnstoff

Die Proteinlösung (55 µM pWT) wurde mit 10 Volumina Harnstofflösung gemischt, so dass die 

Endkonzentration  an  pWT  5 µM  betrug. Die  Totzeit  des  Experiments  war  5 ms. Die 

Fluoreszenzabnahme wurde für  3 - 5 s  aufgezeichnet. Die  Entfaltungskinetik wurde mit  der 

Summe aus zwei Exponentialfunktionen nach [2.2.] angepasst. 

3.2.10.2. Rückfaltungskinetik in Harnstoff

In  einfachen  Rückfaltungsexperimenten  wurde  entfaltetes  Protein  (55 µM  pWT)  in 

Standardpuffer / 5 M Harnstoff mit 10 Volumina Rückfaltungspuffer gemischt. Die Fluoreszenz-

Zunahme wurde für 1 s aufgezeichnet.

Doppelsprung-Experimente wurden genutzt, um die Rückfaltungskinetik aus dem entfalteten 

Zustand mit der Tyr47-Pro48 Peptidylprolyl-Bindung in einer  cis-Konformation zu verfolgen. 

Dazu wurde pWT für 3 s in 4,3 M Harnstoff entfaltet, bevor die Rückfaltungsreaktion durch 

Mischung mit  dem  Rückfaltungspuffer mit  variierenden  Harnstoffkonzentrationen gestartet 

wurden. Die Zunahme der Fluoreszenz während der Rückfaltung wurde für 1 s aufgezeichnet. 

Die Endkonzentration betrug 2 µM pWT.

3.2.10.3. pH-induzierte Rückfaltungs-Kinetik

Zur Messung der pH-induzierten Rückfaltungs-Kinetik wurde die Proteinlösung (55 µM pWT) 

in bi-destilliertem Wasser / NaOH pH 13 mit 10 Volumina 50 mM Natriumphosphat-Puffer / 

50 mM Natriumborat-Puffer, mit dem angegebenen pH-Wert gemischt (Endkonzentration 5 µM 

pWT). Die Fluoreszenz-Zunahme während der Rückfaltung wurde für 1 s aufgezeichnet.
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4. Ergebnisse und Diskussion

4.1. Charakterisierung des entfalteten Zustandes von Barstar-pWT

4.1.1. Stabilität des Fluoreszenz-markierten Proteins pWTSS
AD

Zur  Untersuchung  des  entfalteten  Zustandes  von  Barstar-pWT wurde  die  Variante pWT-

S12C/S89C (pWTSS)  mit  Alexa Fluor 488 (A488) und Alexa Fluor 594 (A594) (3.2.3.) an 

Posititon 12 und 89 markiert (Abb. 4.1.A). Die Überlappung des Emissionsspektrums von A488 

mit  dem  Absorptionspektrum  von  A594  sollte  einen  effektiven  Fluoreszenz-Resonanz-

Energietransfer (FRET) zwischen beiden Farbstoffen (2.4.3. Abb. 2.6.) ermöglichen.

Die  Anregung  des  nativen  doppelt-markierten  Proteins  pWTSS
AD bei  der  für  den  Donor 

spezifischen Anregungswellenlänge von 493 nm, liefert neben der erwarteten Donorfluoreszenz 

auch eine starke Akzeptorfluoreszenz. Dies ist charakteristisch für FRET. Aus dem Spektrum 

von komplett doppelt-markiertem pWTSS
AD lässt sich mit [2.37] und den Quantenausbeuten von 

A488 und A594 eine Transfereffizienz (E) von 0,9 für das gefaltete Protein berechnen. Eine 

Zugabe des Denaturanz Harnstoff führt zu einem Anstieg der Donor-Fluoreszenz und einem 

Abfall der Akzeptor-Fluoreszenz (Abb. 4.1.B). Die Stabilität (2.2.2. und 3.2.8.) von pWTSS
AD 

unter  nativen  Bedingungen  beträgt  10,9 ± 0,6kJ·mol-1 (meq = 4,7 ± 0,2 kJ mol-1 M-1; 

[D]1/2 = 2,33 ± 0,03 M)  im  Vergleich  zu  12,6 ± 0,4 kJ·mol-1 (meq = 4,5 ± 0,2 kJ mol-1 M-1; 

[D]1/2 = 2,84 ± 0,02 M)  für das unmarkierte Protein pWTSS.  Die Markierung des Proteins mit 

beiden Fluoreszenzfarbstoffen führt demzufolge nur zu einer leichten Destabilisierung.
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Abbildung 4.1. Struktur von pWTSS
AD sowie dessen Stabilität gegenüber Harnstoff im Vergleich zu 

pWTSS.  (A)  Struktur  von  Barstar  (pdb-Datei  1BTA).  Die  Positionen  der  Farbstoffe  sind  mittels 

schematischer  Farbstoff-Strukturen  gekennzeichnet.  (B)  Emissionsspektren  von  100 %  doppelt-

markiertem pWTSS
AD  nach Anregung bei  493 nm bei  Harnstoffkonzentrationen von 0 M bis 5 M. (C) 

Normierte Harnstoff-induzierte Übergangskurven von pWTSS
AD und pWTSS. Die Experimente wurden in 

Standardpuffer unter Zusatz von 0,01 % (w/v) Tween 20 und im Falle von pWTSS in Gegenwart von 

1 mM DTT bei 25°C durchgeführt. Die Proteinkonzentration von pWTSS
AD betrug 0,5 µM, die von pWTSS 

2 µM.

4.1.2. Beweglichkeit beider Fluorophore

Ohne die genaue Kenntnis des  Orientierungsfaktors κ2 (2.4.3.) sind Abstandsbestimmungen 

zwischen den Fluorophoren sehr fehlerbehaftet. Der häufig genutzte Wert von  κ2 = 2/3 setzt 

jedoch  voraus,  dass  beide  Fluorophore  frei  beweglich  sind  und  nicht  mit  dem  Protein 

interagieren. Dass die Farbstoffe das Protein gering destabilisieren (4.1.1.), ist ein Indiz für eine 

schwache Protein-Fluorophor-Interaktion. Die Bestimmung der Fluoreszenz-Anisotropie beider 

Farbstoffe (3.2.5.3.) ermöglicht jedoch detaillierte Aussagen über deren Beweglichkeit (2.4.4.). 

Für  den  Donor  wurde  eine  Anisotropie  von  r = 0,105 ± 0,003  (für  pWTSS
D)  und  für  den 

Akzeptors von r = 0,132 ± 0,007 (für pWTSS
DA) bestimmt. In Gegenwart von 3 M GdmCl wurde 

für  beide  Fluorophore  ein  Wert  von  r = 0,07 ± 0,01  gefunden.  Aus  der  Abnahme  der 

Anisotropie in  Gegenwart von Denaturanz lässt  sich schließen, dass  die  Beweglichkeit der 

Fluorophore im nativen Protein verglichen mit dem entfalteten Protein eingeschränkt ist. Da im 

Gegensatz zum entfalteten Protein die Fluorophore am nativen Protein jedoch nur innerhalb 

eines durch die Oberfläche des Proteins vorgegebenen Konus frei beweglich sind (Abb. 4.1.A), 

ist dieser Effekt nicht unerwartet. Verglichen mit CspTm (Schuler et al., 2002) lässt sich sagen, 

dass die Anisotropiewerte für entfaltetes pWTSS
DA im zulässigen Bereich für die Annahme von 

κ2 = 2/3 liegen.
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Abbildung 4.2. Bestimmung der Fluoreszenz-Lebensdauern und Rotations-Korrelations-Zeiten des 
Donor-Fluorophors. (A)  Fluoreszenz-Abfall  der  Gesamtintensität  (i),  der  parallelen  (Blau)  und 

senkrechten (Rot)  Komponente der Gesamtintensität (ii) sowie Anisotropie-Abfall  (iii)  von A488 bei 

pWTS12
D.  (B)  Fluoreszenz-Abfall der Gesamtintensität (i), der parallelen (Blau) und senkrechten (Rot) 

Komponente  der  Gesamtintensität (ii) sowie  Anisotropie-Abfall  (iii)  von  A488  bei  pWTSS
D.  Die 

Messungen  wurden  in  Standardpuffer  in  Gegenwart  von  0,01 %  (w/v)  Tween 20  bei  25°C,  einer 

Proteinkonzentration von 1 nM und einer Laserleistung von 50 µW durchgeführt.

Messungen des zeitaufgelösten Anisotropie-Abfalls können zusätzliche Informationen über die 

Beweglichkeit  der  Fluorophore  geben.  Für  die  Variante pWTS12
D wurde  für  A488  eine 

Fluoreszenz-Lebensdauer  von  τ = 3,92 ± 0,01 ns  und  eine  Rotationskorrelations-Zeit  von 

φ = 2,87 ± 0,10 ns gefunden (Abb. 4.2 A). Der Fluoreszenz-Abfall wie auch der Anisotropie-

Abfall konnten mit einer einfachen Exponentialfunktion angepasst werden. Aus der Fluoreszenz 

des im hydrophoben Kern des Proteins verborgenen Trp 53 der Proteinvariante W38F/W44F 

erhielten  Swaminathan  et  al.  (1996)  φ = 4,1 ns  für  das  native  Protein  und  1,6 ns  für  das 

entfaltete Protein in 4,2 M GdmCl. Wong et al. (1997) fanden anhand von NMR-Relaxations-

experimenten  an  pWT*  einen  Wert  von  φ = 5,5 ns. Die  anhand  der  A488-Fluoreszenz 

gefundene  Rotations-Korrelations-Zeit  ist  demnach  signifikant  geringer  als  die  von 

Swaminathan et al. und Wong et al. für das native Protein gefundene. Dies kann als Indiz für die 

größere Beweglichkeit von A488 an der Oberfläche angesehen werden kann. Eine völlig freie 

Bewegung von  A488  scheint  jedoch  nicht  gegeben  zu  sein,  da  die  gefundene Rotations-

Korrelations-Zeit signifikant größer als  die  für  Trp53 im entfalteten Protein gefundene ist. 

Abstandsmessungen in nativem pWTSS
DA sind demzufolge fehlerbehaftet.

Um Unterschiede in der Beweglichkeit des Fluorophors zwischen den beiden Positionen 12 und 
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89 auszuschließen, wurden die Messungen mit der Variante pWTSS
D, die den Donor zu gleichen 

Teilen an  Position  12  oder  89  trägt  (3.2.3.),  wiederholt  (Abb. 4.2. B).  Ein  Vergleich der 

Rotations-Korrelations-Zeiten  sowie  der  Fluoreszenz-Lebensdauer  beider  Varianten  gibt 

demnach Aufschluss über eventuelle Unterschiede zwischen beiden Regionen. Tabelle 4.1. zeigt 

einen Vergleich der Parameter beider Varianten. 

Tabelle 4.1. Parameter der zeitaufgelösten Fluoreszenz- und Anisotropiemessungen

Position φ / ns τ / ns
12 2,87 ± 0,10 3,94 ± 0,01

12 oder 89 2,73 ± 0,10 3,92 ± 0,01

Da sowohl die Fluoreszenz-Lebensdauern wie auch die Rotations-Korrelations-Zeiten beider 

Varianten sehr ähnlich sind, können sowohl Unterschiede in der Quantenausbeute wie auch 

Unterschiede in  der  Beweglichkeit  von  A488  zwischen  beiden  Positionen  ausgeschlossen 

werden.

Aus den Anisotropie-Messungen kann geschlossen werden, dass für das entfaltete Protein der 

Orientierungsfaktor von κ2 = 2/3 für beide Farbstoffe an beiden Positionen gerechtfertigt ist.

4.1.3. FRET-basierte Einzelmolkülspektroskopie mit pWTSS
DA

Wie in  2.4.3.  ausgeführt,  charakterisiert der  Förster-Radius den  Abstand zwischen Donor-

farbstoff und Akzeptorfarbstoff, bei dem die Transfer-Effizienz (E) genau 50 % ist. Bei  R0 ist 

der  FRET  am  sensitivsten  gegenüber  Abstandsänderungen  zwischen  den  beiden 

Farbstoffmolekülen. Für das Farbstoffpaar A488/A594 ist R0 = 56 Å.

In Abbildung 4.3. sind ausgewählte Zeitspuren von Einzelmolekül-Experimenten dargestellt. In 

eine hochverdünnte Lösung des markierten Proteins (130 pM) wurde der  Laserstrahl eines 

488 nm cw-Lasers fokussiert (3.2.6.). Diffundiert ein einzelnes Molekül pWTSS
DA durch das 

fokale  Volumen des  Lasers,  wird  der  Donor-Farbstoff A488  angeregt.  Befindet  sich  der 

Akzeptor-Farbstoff in unmittelbarer Nähe zum Donor, wird die Anregungsenergie strahlungslos 

auf den Akzeptor übertragen, der die Energie in Form von Fluoreszenz wieder abgibt (2.4.3.). 

Bei jedem Transit eines Moleküls durch den Fokus, wird ein Bündel (burst) Photonen von den 

jeweiligen Farbstoffen abgegeben. In entfalteten Proteinen ist  der Abstand zwischen beiden 

Farbstoffen größer als im nativen Protein. Entsprechend geringer ist die Transfer-Effzienz. In 

diesem  Fall  gibt  der  Donorfarbstoff  den  Großteil  der  Anregungsenergie  in  Form  von 

Fluoreszenz wieder ab. 
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Abbildung  4.3.  Zeitspuren (A)  und FRET-Histogramme (B)  ausgewählter Einzelmolekülexperi-

mente. Die Zeitspuren in (A) zeigen die korrigierte Photonenzahl im Donor-Kanal (Grün) und Akzeptor-

Kanal  (Rot)  bei  den  angegebenen  Harnstoffkonzentrationen.  Aus  den  Zeitspuren  wurden  FRET-

Histogramme (B) mittels [2.37] berechnet. „Nativ“ bezeichnet die Population an nativen und „Entfaltet“ 

die Population an entfalteten Molekülen. „Donor“ steht für Moleküle die keinen Akzeptor tragen. Die 

Proteinlösung enthielt 130 pM pWTSS
DA in Standardpuffer unter Zusatz von 0,01 % (w/v) Tween 20. Die 

Laserleistung betrug 25 µW und die Temperatur 25°C.

Dieser Effekt ist anhand der Zeitspuren deutlich erkennbar (Abb. 4.3. A). Während bei 0 M 

Harnstoff  sowohl  im  Donor-Kanal wie  auch  im  Akzeptor-Kanal Einzelmolekül-Ereignisse 

detektierbar sind, sinkt deren Anzahl im Akzeptorkanal mit steigender Harnstoffkonzentration. 

In den FRET-Histogrammen spiegelt sich dieser Effekt wider. Bei 0 M Harnstoff liegen zwei 

Populationen an Molekülen vor. In Übereinstimmung mit dem aus den Fluoreszenzspektren 

erhaltenen Wert zeigt die Population nativer Moleküle eine mittlere Transfer-Effizienz von 0,9 

(Abb. 4.1.B). Bei sehr niedrigen Transfer-Effizienzen (E < 0,2) findet sich die Population an 

Molekülen, die keinen Akzeptor-Farbstoff tragen. Bei Erhöhung der Harnstoffkonzentration auf 

2,6 M entsteht eine dritte Population bei mittleren Transfer-Effizienzen (Abb. 4.1. B).  Diese 

resultiert aus entfalteten Molekülen mit einem größeren Abstand zwischen Donor und Akzeptor. 

Bei 5,2 M Harnstoff liegen schließlich alle Molküle entfaltet vor.
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4.1.4. FRET-Histogramme von pWTSS
DA in Harnstoff und GdmCl

Die  Entfaltung  von  pWTSS
DA wurde  sowohl  in  Harnstoff  als  auch  in  GdmCl  untersucht. 

Abbildung 4.4. zeigt die normierten FRET-Histogramme bei verschiedenen Konzentrationen an 

Harnstoff und GdmCl. Aus Gründen der Übersichtlichkeit wurde die Verteilung von Molekülen 

die ausschließlich den Donor-Fluorophor tragen, weggelassen.

Mit dem Anstieg beider Denaturanzien sinkt die Population an nativen Molekülen, während die 

zweite Population der entfalteten Moleküle bei niedrigeren Transfer-Effizienzen zunimmt (Abb. 

4.4. A und B).  Insgesamt  wurden  nur  native  und  entfaltete  Moleküle  detektiert.  Im 

thermodynamischen  Gleichgewicht  verhält  sich  pWTSS
DA demnach  wie  ein  Zwei- 

Zustandsfalter. Das  steht  im  Einklang  mit  dem  Verhältnis aus  van't  Hoff-Enthalpie  und 

kalorimetrischer Enthalpie ( H van ' t Hoff /H cal ) von 1 für WT (Schöppe et al.,1997).

Um zu testen, ob pWTSS
DA in der Lage ist, an seinen biologischen Interaktionspartner, Barnase, 

zu binden, wurde pWTSS
DA in Gegenwart von Barnase mit GdmCl denaturiert (Abb. 4.4.C). Da 

beide  Proteine  im  Komplex  durch  die  intermolekularen  Interaktionen  stabilisiert  werden 

(Martinez  et  al.,  1995),  sollte  die  Denaturierung  von  pWTSS
DA bei  höheren  GdmCl-

Konzentrationen erfolgen. In der Tat ist pWTSS
DA in Gegenwart von Barnase bei 1 M GdmCl 

noch vollständig nativ. In  Abwesenheit von Barnase denaturiert  pWTSS
DA jedoch schon bei 

0,75 M GdmCl. Rein qualitativ kann der Schluss gezogen werden, dass pWTSS
DA seine Fähigkeit 

an Barnase zu binden nicht eingebüsst hat.

Da sich die Position der Verteilung nativer Moleküle mit steigender Konzentration an Harnstoff 

oder  GdmCl  nicht  ändert,  kann  geschlossen  werden,  dass  die  Quantenausbeuten  beider 

Farbstoffe nicht  wesentlich durch die  Denaturanzien beeinflusst  werden. Eine  unabhängige 

Bestimmung der Quantenausbeuten beider an das Protein gekoppelter Fluorophore bestätigt 

dieses Ergebnis (Anhang II).  Da auch Änderungen der Beweglichkeit der Fluorophore eine 

Änderung des  κ2-Wertes und damit eine scheinbare Änderung der Transfereffizienz bewirken 

würde, kann aus der Unabhängigkeit der Position der Verteilung nativer Moleküle geschlossen 

werden,  dass  auch  die  Beweglichkeit  beider  Farbstoffe  im  nativen  Protein  durch  die 

Denaturanzien nicht beeinflusst ist. Eine Interaktion der Farbstoffe mit der Proteinoberfläche ist 

daher unwahrscheinlich.

Die  Denaturanz-Unabhängigkeit der  mittleren Transfer-Effizienz der  nativen  Moleküle war 

jedoch unerwartet, da Lakshmikanth et al. (2001) für die nativen Moleküle in zeitaufgelösten 

FRET-Experimenten ab Denaturanzkonzentrationen > 3 M Harnstoff und > 1,5 M GdmCl einen 

kontinuierlichen  Anstieg  des  Abstandes  zwischen  W53  und  C82  in  der  Variante 

W38F/W44F/C40A fanden.
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Abbildung 4.4. Normierte FRET-Histogramme von pWTSS
DA in Harnstoff und GdmCl.

(A)  FRET-Histogramme  bei  verschiedenen  Harnstoffkonzentrationen.  (B)  FRET-Histogramme  bei 

verschiedenen GdmCl-Konzentrationen.  (C)  FRET-Histogramme in  GdmCl in  Gegenwart  von 90 nM 

unmarkierter  Barnase.  Die  Histogramme wurden  wie  in  3.2.6.2.  beschrieben  angepasst.  Die  Protein-

lösung  enthielt  130 pM  pWTSS
DA in  Standardpuffer  in  Gegenwart  von  0,01 %  (w/v)  Tween 20.  Die 

Laserleistung betrug 25 µW und die Temperatur 25°C.

Aufgrund der geringeren Stabilität von pWTSS
DA im Vergleich zu der von Lakshmikanth et al. 

genutzten Variante (W38F/W44F/C40A), konnte  dieser  Effekt  weder  in  Harnstoff noch  in 

GdmCl beobachtet werden. Die nativen pWTSS
DA-Moleküle sind ab 3 M Harnstoff bzw. 1,5 M 

GdmCl stark unterrepräsentiert, so dass geringe Änderungen der mittleren Transfer-Effizienz 
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nicht sicher bestimmt werden können. Die Stabilisierung von pWTSS
DA durch die Bindung an 

Barnase  erhöht  den  Anteil  nativer  Moleküle  < 1,75 M  GdmCl.  Bis  zu  einer  GdmCl-

Konzentration von  1,75 M  konnte  jedoch  keine  Änderung der  mittleren  Transfer-Effizienz 

beobachtet werden. Da die Eigenschaften von nativem Barstar im Komplex mit Barnase jedoch 

sicherlich nicht mit  denen des freien Barstars identisch sind, kann keine Aussage über das 

Verhalten des freien nativen Proteins bei höheren Denaturanzkonzentrationen getroffen werden.

4.1.5. Vergleich der Stabilität aus Ensemble- und Einzelmolekülexperimenten

Aus den Einzelmolekülexperimenten ist die Stabilität von pWTSS
DA direkt aus dem Verhältnis 

der Flächen der Verteilungen nativer und entfalteter Moleküle über [2.7] zugänglich. Zusätzlich 

können die im Ensemble-Experiment erhaltenen Denaturanz-induzierten Übergangskurven aus 

den  FRET-Verteilungen berechnet  werden.  Bei  jeder  Denaturanzkonzentration  sollte  das 

Ensemble-Signal dem Mittelwert der Transfer-Effizienz jedes FRET-Histogrammes über

〈 E 〉Ensemble=∑
i

hi E i [4.1]

mit hi als der relativen Häufigkeit des Bins i und Ei als dessen Transfer-Effizienz entsprechen.

Ein Vergleich der mittels Ensemble-Messungen erhaltenen Übergangskurven mit denen aus den 

Einzelmolekülexperimenten über [4.1] erhaltenen, liefert eine gute Übereinstimmung zwischen 

beiden Methoden (Tab. 4.2., Abb. 4.5.).

Tabelle 4.2. Vergleich der mit verschiedenen Methoden erhaltenen Stabilitätsparameter

von pWTSS
DA. Aus Ensemble-Experimenten (I), und den aus den Einzelmolekül-Experimenten 

mittels  [4.1]  berechneten Ensemble-Daten (II)  sowie aus den relativen Flächen nativer  und  

entfalteter Moleküle der FRET-Histogramme (III) berechnete Stabilitätsparameter.

Denaturanz Methode [D]1/2 / M meq / kJ·l·mol-2 ΔGO / kJ·mol-1

I 2,33 ± 0,03 4,7 ± 0,2 10,9 ± 0,6
Harnstoff II 2,20 ± 0,14 4,8 ± 0,2 10,5 ± 0,5

III 1,79 ± 0,22 4,3 ± 0,3 7,7 ± 0,8

I 1,24 ± 0,13 7,7 ± 0,5 9,8 ± 0,8
GdmCl II 1,35 ± 0,10 7,2 ± 0,3 9,7 ± 0,4

III 0,84 ± 0,12 8,5 ± 0,7 7,1 ± 0,8
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Abbildung  4.5.  Vergleich  der  mit  Ensemble-  und  Einzelmolkülspektroskopie  detektierten 

Harnstoff- und GdmCl-induzierten Entfaltung. Übergangskurven von pWTSS
DA aufgenommen mittels 

Akzeptorfluoreszenz im Ensemble (weiß) (I), mittels Einzelmolekülspektroskopie und [4.1] (II) sowie aus 

den relativen Flächen der FRET-Histogramme (III) in Harnstoff (A) und GdmCl (B). Freie Enthalpien der 

Entfaltung von pWTSS
DA in Harnstoff (C) und GdmCl (D). Alle Messungen wurden in Standardpuffer in 

Gegenwart  von 0,01 % (w/v)  Tween 20  bei  25°C durchgeführt.  Die Proteinkonzentration betrug  im 

Ensemble-Experiment 0,5 µM und im Einzelmolekülexperiment 130 pM.

Allerdings sind die über die relativen Flächen der Verteilungen in den FRET-Histogrammen 

bestimmten Stabilitäten systematisch niedriger (Tab. 4.2, Abb. 4.5.). Eine mögliche Erklärung 

für diesen Effekt ist, dass entfaltete Moleküle aufgrund ihrer Größe langsamer durch das fokale 

Volumen diffundieren als  native Moleküle. Die Anzahl der  von einem entfalteten Molekül 

stammenden Photonen ist deshalb größer als die von einem nativen Molekül stammenden. Aus 

diesem Grunde ist die Verteilung entfalteter Moleküle im FRET-Histogramm überrepräsentiert. 

Allerdings sollte sich dieser Effekt auch im Falle der über [4.1] bestimmten Übergangskurven 

niederschlagen.  Um  Stabilitäten  aus  dem  Ensemble-Signal  wie  auch  dem  nach  [4.1] 

berechneten Ensemble-Signal mittels [3.10] zu bestimmen, wird eine lineare Abhängigkeit der 

Signale  für  die  nativen  und  entfalteten  Moleküle  von  der  Denaturanzkonzentration 

angenommen. Ein Blick auf die FRET-Histogramme zeigt jedoch, dass dies nicht gerechtfertigt 
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ist.  Die mittlere Transfer-Effizienz 〈E 〉 der Verteilung der  entfalteten Moleküle verschiebt 

sich mit steigenden Konzentrationen an Harnstoff und GdmCl signifikant und nicht-linear zu 

niedrigeren Werten (Abb.  4.4  und 4.6).  Diese  Verschiebung kann bei  der  Auswertung der 

Ensemble-Signale mittels [3.10]  nicht von einem Entfaltungsprozess unterschieden werden. 

Eine  Überschätzung der  Stabilität  des  Proteins  ist  die  Folge  und  könnte  die  Diskrepanz 

zwischen beiden Auswertungsmethoden erklären. Die Stabilität von pWTSS
DA sollte zwischen 

der aus den Ensemble- und der aus den relativen Flächen der FRET-Histogramme ermittelten 

liegen.

4.1.6. Der entfaltete Zustand von pWTSS
DA in Harnstoff und GdmCl

Die  Verschiebung der  mittleren  Transfer-Effizienz der  Verteilung entfalteter  Moleküle  in 

Harnstoff und GdmCl (Abb. 4.4.)  kann nicht auf  einer Änderung der Quantenausbeute der 

Donor-  und  Akzeptorfluorophore  bei  Zugabe  von  Denaturanz  beruhen  (Anhang  II).  In 

Einzelmolekülexperimenten wurde dieser Effekt auch bei anderen Proteinen wie CI2 (Deniz et 
al., 2000), CspTm (Schuler et al., 2002), Protein L (Sherman und Haran, 2006), Im9 (Tezuka-

Kawakami et al., 2006), RNaseH (Kuzmenkina et al., 2005 und 2006), ACBP (Laurence et al., 
2005) und Sup35 (Mukhopadhyay et al., 2007) beobachtet. Überdies ist im Gegensatz zu den 

Polypeptidketten  entfalteter  Proteine  die  mittlere  Transfer-Effizienz  von  rigiden 

Polyprolylpeptiden,  die  ebenfalls  mit  A488  und  A594  markiert  wurden,  von  der 

Denaturanzkonzentration unabhängig  (Schuler  et  al.,  2002).  Das  Verhalten der  entfalteten 

Moleküle kann demzufolge nur als Expansion der entfalteten Polypeptidkette bei Zugabe von 

Denaturanz und umgekehrt, als Kollaps bei Abnahme der Denaturanzkonzentration interpretiert 

werden.

In Abbildung 4.6. A sind die aus den Histogrammen (Abb. 4.4.) ermittelten und korrigierten 

(3.2.6.2.) mittleren Transfer-Effizienzen 〈E 〉 der Verteilung entfalteter Moleküle als Funktion 

der Konzentration an Harnstoff und GdmCl dargestellt. Oberhalb von 3,5 M Denaturanz sind 

die Transfer-Effizienzen der entfalteten Moleküle in beiden Denaturanzien identisch (Region 

III).  Mit  Abnahme  der  Konzentrationen an  Harnstoff  und  GdmCl  steigt 〈E 〉 jedoch  an 

(Region II). Ab 2 M Denaturanz divergieren die Werte in Harnstoff von denen in GdmCl, so 

dass  bei  1 M  Denaturanz 〈E 〉 in  Harnstoff  0,7  und  in  GdmCl  0,8  ist  (Region  I).  Die 

Divergenz resultiert aus dem Plateau in das 〈E 〉 ab 1,5 M Harnstoff mündet, während die 

Werte für 〈E 〉 in GdmCl weiter ansteigen.

Zur Berechnung von intramolekularen Abständen aus den mittleren Transfer-Effizienzen kann 

[2.37] nicht genutzt werden, da der Abstand zwischen beiden Fluorophoren starr ist. Die direkte
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Abbildung 4.6. Effekt der Denaturanzkonzentration auf die korrigierte mittlere Transfer-Effizienz 
(A) sowie auf die Dimensionen der Polypeptidkette (B). GdmCl (Weiß) und Harnstoff (Schwarz).  RG 

sowie 〈r 2〉1/2 wurden mittels [2.20], [2.23], [2.37] und [2.38] berechnet. Der hydrodynamische Radius 

RS (aufrechtes Dreieck) und der Gyrationsradius (umgekehrtes Dreieck) wurden der Literatur entnommen 

(Gast et al., 2003; Kohn et al., 2005).

Verteilungsfunktion der End-zu-End-Abstände lässt sich jedoch auch nicht direkt aus der FRET-

Verteilung entfalteter  Moleküle  bestimmen,  da  auch  Faktoren  wie  zufällige  Intensitäts-

fluktuationen (shot noise),  photobleaching oder die Photodynamik der Fluorophore (Triplett-

Zustände) die Form der FRET-Verteilung beeinflussen (Gopich und Szabo, 2003; Gopich und 

Szabo, 2005; Antonik et al., 2006; Nir et al., 2006). Unter der Bedingung, dass die Dynamik der 

entfalteten Polypeptidkette wesentlich schneller ist  als  die  Zeitauflösung des  Experimentes, 

kann die mittlere Transfereffizienz 〈E 〉 jedoch über

〈E 〉=
∫
0

L

E r Pr dr

∫
0

L

P rdr
[4.2]

mit P(r) als Verteilungsfunktion der möglichen End-zu-End-Abstände der Polypeptidkette und 

L als  deren Kontourlänge berechnet werden (Gopich und Szabo, 2003).  Bei  Annahme des 

Gauss'schen Zufallsknäuels [2.20] als Modell für die entfaltete Polypeptidkette (siehe 2.3.) kann

〈 r2〉1/2 und mit [2.19] und [2.23] auch der Gyrationsradius RG der gesamten Polypeptidkette 

mittels [2.37] und [2.38] aus 〈E 〉 berechnet werden (Abb. 4.6 B).  Bei hohen Denaturanz-

konzentrationen (5 M Harnstoff und 5 M GdmCl) wird mit dieser Analyse ein Gyrationsradius 

28,4 ± 0,3 Å gefunden (Abb. 4.6. B). Aus dem Skalierungsgesetz von Kohn et al. (2004) wird 

für  ein Polypeptid bestehend aus 90 Aminosäureresten ein Wert von 28,4 ± 0,4 Å in hohen 

Denaturanzkonzentrationen erwartet. Diese hervorragende Übereinstimmung demonstriert die 
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Zuverlässigkeit der Methode zur Bestimmung von Abständen in entfalteten Proteinen. Für in 

6 M  Harnstoff  denaturierten  Barstar-pWT  wurde  mittels  dynamischer  Lichtstreuung  ein 

hydrodynamischer Radius (RS) von 28,3 ± 0,7 Å bestimmt. Daraus resultiert ein Verhältnis für 

RG/RS von 1. Laut Theorie (Tanford, 1961) wäre allerdings ein Wert von 1,51 erwartet worden. 

Diese Abweichung von der Theorie wurde experimentell ebenfalls für andere Proteine gefunden 

(Sherman und Haran, 2006; Wilkins  et al.,  1999) und könnte ein Hinweis für die generelle 

Präsenz von Reststrukturen in entfalteten Proteinen darstellen. In der Tat gibt es experimentelle 

Hinweise für das Vorhandensein von instabilen Reststrukturen im entfalteten Barstar (Nölting et 
al., 1997; Wong et al., 1996; Bhavesh et al., 2004).

Wie schon im Verhalten von 〈E 〉 angedeutet, sinkt auch RG der entfalteten Kette mit sinkender 

Denaturanzkonzentration  (Region  II,  Abb.  4.6. B).  Als  physikalische  Triebkraft  dieses 

Kollapses wurde häufig die Zunahme des hydrophoben Effektes mit sinkender Denaturanz-

konzentration diskutiert (Dill  et al., 1995). Kürzlich gelang jedoch der Nachweis, dass auch 

unstrukturierte Polypeptide ohne bemerkenswerte hydrophobe Oberflächen wie (Ser-Gly)16 mit 

sinkenden  Denaturanzkonzentrationen kollabieren  (Möglich  et  al.,  2006).  Die  Ausbildung 

intramolekularer Wasserstoffbrücken erscheint deshalb als Hauptursache für den Kollaps. Schon 

früh wurde die Fähigkeit von Harnstoff und GdmCl erkannt, als Wasserstoffbrücken-Donoren 

und  Akzeptoren  zu  wirken  und  an  Polypeptidketten  zu  binden  (Schellman,  1987;  2002; 

Makhatadze und Privalov, 1995). Eine Senkung der Denaturanzkonzentration könnte damit zu 

freien  Wasserstoffbrücken-Donoren oder  Akzeptoren  führen,  die  durch  intramolekulare 

Wasserstoffbrücken in der Polypeptidkette ausgeglichen werden.

Bei sehr niedrigen Denaturanzkonzentrationen (Region I, Abb. 4.6. B) ist der Gyrationsradius 

des entfalteten pWTSS
DA in GdmCl verglichen mit dem in Harnstoff wesentlich geringer. Aus 

Abb.  4.6. B  geht  hervor, dass  das  entfaltete Protein  in  1 M GdmCl  einen Gyrationsradius 

ähnlich dem des nativen Proteins von 16 Å besitzt. In 1 M Harnstoff dagegen ist  RG = 22 Å. 

Werden die Werte für RG oder auch für 〈E 〉 mit einer sigmoiden Funktion angepasst und auf 

0 M Denaturanz extrapoliert, erhält man paradoxer Weise zwei völlig verschiedene Werte für
〈E 〉 oder RG (Abb. 4.7). Dies ist anhand der FRET-Histogramme in Abb. 4.7. dargestellt. Die 

Anpassung  der  Werte  für 〈E 〉 würde  für  Bedingungen  ohne  Denaturanz,  d.h. 

[Harnstoff] = 0 M und [GdmCl] = 0 M, unterschiedliche Transfer-Effizienzen für den entfalteten 

Zustand in Harnstoff im Vergleich zu GdmCl liefern. Während bei 0 M Harnstoff 〈E 〉 = 0,75 

erwartet würde, erhält man im Falle von GdmCl 〈E 〉 = 0,9. Daraus kann der Schluss gezogen 

werden, dass die empirische Anpassung bei niedrigen Denaturanzkonzentrationen versagt.

Die  Ursache  der  Diskrepanz  zwischen  Harnstoff  und  GdmCl  bei  niedrigen  Denaturanz-

konzentrationen kann nur auf dem Ladungsunterschied der beiden Denaturanzien Harnstoff und 
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Abbildung  4.7.  Kontour-Diagramm  der  FRET-Histogramme in  Harnstoff  und  GdmCl.  Die 

Farbskala entspricht den relativen Häufigkeiten der FRET-Histogrammen in Abb. 4.4. (hi = 0 – 0,14; blau 

bis rot). Populationen an entfalteten und nativen Molekülen sind mit (U) und (N) gekennzeichnet. Die 

weiße  Linie  entspricht  einer  sigmoiden  Anpassung  der  mittleren  Transfer-Effizienzen der  entfalteten 

Moleküle mittels y = a/(1+exp(-(x-x0)/b)). Die Abbildung für Harnstoff enthält 630 und die für GdmCl 

875 Datenpunkte.

GdmCl beruhen, denn beide Substanzen sind sich strukturell sehr ähnlich. Im Gegensatz zu 

Harnstoff ist GdmCl jedoch ein Salz. Bei pH 8,0 enthält Barstar pWTSS
DA 18 negative (11 Glu, 

4 Asp, A488, A594, αCOOH) sowie 10 positive Ladungen (6 Lys, 3Arg, αNH2). Da die Netto-

Ladung  der  Kette  -8  ist,  sollten  elektrostatische  Abstoßungen  dominieren.  In  niedrigen 

Harnstoffkonzentrationen ist dann eine Balance zwischen den attraktiven Kollaps-treibenden 

Kräften (Wasserstoffbrücken und hydrophober Effekt) und den abstoßenden elektrostatischen 

Kräften vorstellbar. Aus Molekular-Dynamik-Simulationen ist jedoch bekannt, dass ionische 

Interaktionen in Peptiden durch GdmCl stark destabilisiert werden (O'Brien et al., 2007). Dieser 

Effekt resultiert aus der Präferenz des Guanidiniumions Wasserstoffbrücken mit vorwiegend 

negativ geladenen Aminosäureresten der Polypeptidkette auszubilden. Zusätzlich ist durch die 

Ionen des GdmCl ein Abschirmungs-Effekt (screening) der intrinsischen Ladungen der Kette zu 

erwarten. Diese Interpretation der Daten basiert auf der Theorie von Alonso, Stigter und Dill 

(Stigter  und  Dill,  1990;  Alonso  et  al.,  1991;  Stigter  et  al.,  1991),  die  eine Abnahme des 

Gyrationsradius der entfalteten Kette mit steigender Ionenstärke vorraussagt.  

4.1.7. Der Einfluss von KCl auf den entfalteten Zustand von pWTSS
DA 

Die in 4.1.6. gegebene Interpretation der Diskrepanz zwischen den Gyrationsradien in Harnstoff 

und GdmCl ist experimentell überprüfbar. In 1,4 M Harnstoff erreicht der Gyrationsradius der 
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Abbildung 4.8. Effekt von KCl auf entfalteten Barstar pWTSS
DA bei 1,4 M Harnstoff.  (A) FRET-

Histogramme  bei  verschiedenen  KCl-Konzentrationen.  (B)  Mittlere  Transfer-Effizienz 〈E 〉  von 

pWTSS
DA als Funktion der KCl-Konzentration sowie Unterschied in 〈E 〉 zwischen 1,4 M Harnstoff und 

1,4 M  GdmCl  (grau  schattiert). (C) 〈 r2 〉1/2 als  Funktion  der  KCl-Konzentration.  Die  Berechnung 

erfolgte unter Nutzung von [2.20], [2.37] und [2.38]. Durchgezogene Linien sind lineare Fits der Daten. 

Das Experiment wurde in Standardpuffer in Gegenwart von 0,01 % (w/v) Tween 20 und 50 µW Laser-

Leistung bei 25°C durchgeführt.

Kette ein Plateau (Abb. 4.6. B) und elektrostatische Interaktionen sollten die Größe der Kette 

determinieren. Eine Zugabe des Salzes KCl sollte diese Interaktionen durch eine Abschirmung 

(screening) der intrinsischen Ladungen der Polypeptidkette vermindern und den Gyrationsradius 

senken. Bei1,4 M Harnstoff wurden Einzelmolekülexperimente bei verschiedenen KCl-Konzen-

trationen durchgeführt (Abb. 4.8. A und B). Vorher wurde sichergestellt, dass die Quantenaus-

beute der Farbstoffe unabhängig von der KCl-Konzentration ist (Anhang III). Abbildung 4.8. A 

zeigt  einen  geringen,  jedoch  signifikanten  Anstieg  der  mittleren  Transfer-Effizienz der 

Verteilung entfalteter Molekül mit steigender KCl-Konzentration. Ein Vergleich der Transfer-

Effizienzen bei 1,4 M Harnstoff 〈E 〉=0,7 mit denen bei 1,4 M GdmCl 〈E 〉=0,8 (Abb. 

4.6. A) zeigt einen Unterschied von 〈 E 〉=0,1 zwischen den Werten mit und ohne postulierte 

elektrostatische Abstoßungen.

Mit steigender KCl-Konzentration wird ein Anstieg von 0,7 auf 0,8 für 〈E 〉 beobachtet. Da 

pWTSS
DA zusätzlich durch KCl stabilisiert wird, konnte 〈E 〉 bei KCl-Konzentrationen > 0,5 M 

aufgrund der nur noch gering populierten Verteilung entfalteter Moleküle nicht mehr sicher 

bestimmt  werden.  Der  Anstieg  in 〈E 〉 entspricht  einem  Abfall  in 〈r2〉1/2 von  6 Å.  Die 
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Tatsache, dass der erwartete Anstieg von 0,7 auf 0,8 schon mit 0,5 M KCl erreicht wurde, 

während  dafür  1,4 M  GdmCl  nötig  waren,  beruht  voraussichtlich  auf  der  höheren 

Ladungsdichte des Kalium-Ions im Vergleich zum Guanidinium-Ion. Der Abschirmungs-Effekt 

eines Ions sollte umso größer sein, je höher dessen Ladungsdichte ist (O'Brien, 2007). Die 

Abnahme des Gyrationsradius mit steigender KCl-Konzentration ist ein starkes Argument für 

elektrostatische  Abstoßungen  innerhalb  der  entfalteten  Polypeptidkette,  schließt  jedoch 

alternative Erklärungsmöglichkeiten nicht aus. So ist z.B. bekannt, dass so genannte kosmotrope 

Salze der Hofmeister-Reihe, wie KCl, zu einer Verstärkung des hydrophoben Effektes führen. 

Ein abnehmender Gyrationsradius mit steigender KCl-Konzentration könnte deshalb auch als 

Indiz für einen verstärkten hydrophoben Effekt gewertet werden. Da hydrophobe Reste jedoch 

durch Denaturanzien wie Harnstoff solvatisiert werden, erscheint diese Alternativ-Hypothese 

aufgrund  der  in  den  Experimenten  eingesetzten  Konzentration  von  1,4 M  Harnstoff  eher 

unwahrscheinlich.

4.1.8. Abschätzung der Coulomb-Energie des entfalteten Zustandes

Die energetischen Beiträge aller im entfalteten Zustand unter nativen Bedingungen wirkenden 

physikalischen  Kräfte  zu  bestimmen,  ist  für  das  Verständnis der  Dynamik  entfalteter 

Polypeptidketten unerlässlich.  Dieses  Ziel  kann  mit  der  vorgelegten Arbeit  nicht  erreicht 

werden.  Aus  der  getroffenen  qualitativen  Aussage,  dass  die  Elektrostatik  der  entfalteten 

Polypeptidkette von pWTSS
DA deren Gyrationsradius unter nativen Bedingungen determiniert, 

kann jedoch eine grobe Abschätzung der  in  der Kette wirkenden Coulomb-Kräfte gegeben 

werden.

Ein elegantes Modell zur Berechnung der in entfalteten Proteinen wirkenden elektrostatischen 

Kräfte wurde durch Zhou (2002a) vorgeschlagen. Darin wird angenommen, dass die entfaltete 

Polypeptidkette  als  Gauss'sches  Zufallsknäuel  betrachtet  werden  kann.  Bei  Kenntnis  der 

Positionen (ai und aj) der geladenen Aminosäuren in der Sequenz des Proteins können die End-

zu-End-Abstände (Δij) von jeder Ladung (i) zu jeder anderen Ladung (j) mittels [2.19] berechnet 

werden. Bei insgesamt 28 Ladungen in der Kette erhält man eine 28 x 28 – Matrix M für die 

End-zu-Endabstände

M=

0 12 13 14 ⋯ 1 28

0 0 23 24 ⋯ 2 28

0 0 0 34 ⋯ 3 28

0 0 0 0 ⋯ 4 28

⋮ ⋮ ⋮ ⋮ ⋱ ⋮
0 0 0 0 0 0

 mit  ij=C N a j−ai b
2 s [4.3]

Die Länge der Seitenketten wurde durch Zhou mit einer durchschnittlichen Länge von s = 5 Å 
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abgeschätzt  (Zhou,  2002a)  und  b = 3,8 Å  (2.3.1.).  Die  Ladungszustände (zi oder  zj)  jeder 

Aminosäure, der Farbstoffe, sowie der N-terminalen Amino-Gruppe und C-terminalen Carboxy-

Gruppe sind bei pH 8,0 näherungsweise entweder +1 oder -1. Für die Berechnung der Coulomb-

Energie ist  das  Produkt der  Ladungszustände der miteinander interagierenden Aminosäuren 

entscheidend. Dieses kann ebenfalls in Form einer Matrize (C) dargestellt werden

C=

0 z1 z2 z1 z3 z1 z3 ⋯ z1 z28

0 0 z 2 z3 z2 z4 ⋯ z2 z28

0 0 0 z3 z4 ⋯ z3 z28

0 0 0 0 ⋯ z4 z28

⋮ ⋮ ⋮ ⋮ ⋱ ⋮
0 0 0 0 0 0

. [4.4]

Unter Berücksichtigung des Einflusses der Ionenstärke der Lösung durch die Debye-Hückel-

Theorie, ist die mittlere Coulomb-Energie (wij in kcal mol-1) zweier vollständig solvatisierter 

Ladungen in einem Gauss'schen Zufallsknäuel nach Zhou (2002a und 2003)

w ij=332 z i z j∫
0

∞

p  r exp − r
 r

dr=332 z i z j 6
 [ 1− x exp  x2erfc  x

ij ] [4.5]

mit x=
ij

6
und =8 I e2

 k B T
=  I

3,04
 [Å-1].

In [4.4] ist erfc die komplementäre Fehlerfunktion, I ist die Ionenstärke der Lösung und e ist die 

Elementarladung (1,602 10-19 C). Die Dielektrizitätskonstante von Wasser bei 25°C ist ε = 78,5. 

Da die komplementäre Fehlerfunktion keine geschlossen darstellbare Funktion ist, wurde für die 

Berechnung deren Reihenentwicklung

erfc x = −1/ 2exp −x 2

x 1

2x 2

x 3

2x 4
...

[4.6]

bis zum 14. Glied gewählt. Die Summe aller Einzelbeiträge ergibt die Netto-Coulomb-Energie 

(W) der Polypeptidkette zu

W =∑
i
∑

j
wij . [4.7]

Für jeden Gyrationsradius und jede Ionenstärke lässt sich so die zugehörige Netto-Coulomb-

Energie der Polypeptidkette berechnen. Allerdings versagt die Näherung der Debye-Hückel-
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Abbildung  4.9.  Abschätzung der Netto-Coulomb-Energie  im  entfalteten  Zustand von  pWTSS
DA. 

Netto-Coulomb-Energie in Einheiten der Raumtemperatur-Energie der Polypeptidkette in GdmCl (⃘), 

Harnstoff (⚫) und KCl + 1,4 M Harnstoff (◻). Die Achsenbeschriftung [Denaturanz] gilt für Harnstoff 

(⚫) und GdmCl (⃘) und die Achsenbeschriftung Ionenstärke für KCl + 1,4 M Harnstoff (◻) und GdmCl 

(⃘).  Die  Ionenstärke  des  Standardpuffers (0,1145 M bei  pH 8,0)  wurde  in  der  Berechnung berück-

sichtigt. Es wurde jedoch nur die, zusätzlich zur Ionenstärke des Standardpuffers vorliegende Ionenstärke 

aufgetragen. Ausschnitt: Datenpunkte für GdmCl mit geänderter Skalierung der Netto-Coulomb-Energie.

Theorie bei sehr hohen Ionenstärken, so dass insbesondere bei hohen GdmCl-Konzentrationen 

keine sehr zuverlässigen Werte erhalten werden können. Hinzu kommt, dass GdmCl nicht nur 

durch elektrostatische Abschirmung, sondern vor allem durch Wasserstoffbrücken zu negativ 

geladenen  Aminosäuren  die  Coulomb-Energie  senkt  (O'Brien,  2007).  Eine  analytische 

Behandlung  dieses  Effektes  ist  jedoch  nicht  bekannt,  so  dass  hier  nur  der  Einfluss  der 

Ionenstärke berücksichtigt wird.

In hohen Harnstoffkonzentrationen wird eine positive Netto-Coulomb-Energie von ≈ 0,8 kBT 
(2 kJ mol-1 bei  T = 298 K) gefunden (Abb. 4.9). Im Gegensatz dazu ist,  aufgrund der hohen 

Ionenstärke,  die  Netto-Coulomb-Energie in  Gegenwart  hoher  GdmCl-Konzentrationen sehr 

gering. Da jedoch RG der Kette bei > 4 M GdmCl mit dem bei > 4 M Harnstoff identisch ist 

(4.1.6.), scheinen elektrostatische Abstoßungen unter diesen Bedingungen keinen Einfluss auf 

den Gyrationsradius zu haben.

Wird  die  Harnstoffkonzentration  gesenkt,  kollabiert  die  Polypeptidkette  und  die  Netto-

Coulomb-Energie steigt um ≈ 0,6 kBT (1,5 kJ mol-1 bei T = 298 K) auf einen Wert von ≈ 1,4 kBT 

KCl + 1,4 M Harnstoff

Harnstoff

GdmCl
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(3,5 kJ mol-1 bei  T = 298 K) an.  Aus  dem erreichten  Plateau  des  RG bei  Harnstoffkonzen-

trationen < 1,5 M wurde eine Balance zwischen den attraktiven und abstoßenden Interaktionen 

innerhalb der Kette postuliert (4.1.6.). Ist diese Vermutung zutreffend, können die attraktiven 

Wechselwirkungen innerhalb der Kette unter nativen Bedingungen zu 1,4 kBT (3,5 kJ mol-1 bei 

T = 298 K) abgeschätzt werden.

In GdmCl treten bei Konzentrationen > 1 M keine wesentlichen elektrostatischen Abstoßungen 

auf. In Kombination mit den Experimenten in Gegenwart von KCl und 1,4 M Harnstoff ist 

jedoch ein drastischer Anstieg der elektrostatischen Abstoßungen bei Ionenstärken < 1 M zu 

verzeichnen. Bei Erreichen der Ionenstärke des Standardpuffers (0,1145 M bei pH 8,0) wird 

ebenfalls  annähernd  ein  Wert  von  1,4 kBT für  die  Netto-Coulomb-Energie  extrapoliert 

(Abb. 4.9).

Da,  wie  oben  beschrieben,  der  elektrostatische  Anteil  der  freien  Reaktionsenthalpie  der 

entfalteten Kette in GdmCl nichtlinear von der Denaturanzkonzentration abhängt, ist die für die 

Stabilitätsbestimmung von Proteinen verwendete lineare Extrapolation [2.8] äußerst fragwürdig. 

In  der  Tat wurde für  Ubiquitin bei  pH 2,  d.h.  unter  Bedingungen starker  elektrostatischer 

Abstoßung  innerhalb  der  Kette,  eine  enorme  Abweichung der  Stabilität  von  der  GdmCl-

Konzentration gefunden (Makhatadze, 1999).  Ein  Einfluss  der  Elektrostatik des  entfalteten 

Zustandes auf die Stabilität von Barstar wurde anhand von Mutationsstudien, in denen geladene 

gegen  neutrale  Aminosäuren  ausgetauscht  wurden,  schon  früher  vermutet  (Pradeep  und 

Udgaonkar,  2004).  Aus  Abb. 4.9  geht  hervor,  dass  im  Falle  von  Barstar tatsächlich 

Abweichungen von [2.8] bei niedrigen GdmCl-Konzentrationen erwartet werden.

4.1.9. Die lineare Extrapolation bei pWT in GdmCl

Aufgrund der sehr geringen Stabilität von Barstar-pWT sind in GdmCl-Konzentrationen < 1 M 

Stabilitäten für Barstar-pWT nur sehr unsicher bestimmbar. Abweichungen von [2.8], wie sie in 

diesen  GdmCl-Konzentrationen erwartet  werden (1,4 kBT), liegen  deshalb  im  Rahmen  des 

Fehlers. Obwohl die Netto-Coulomb-Energie der entfalteten Kette auch in Harnstoff geändert 

wird (Abb. 4.9), ist aufgrund der geringen Änderung bei < 1 M Harnstoff keine signifikante 

Abweichung von der Linearität nach [2.8] zu erwarten. Aus diesem Grunde wurden Harnstoff-

induzierte Übergangskurven in Gegenwart von 0 – 0,5 M GdmCl aufgenommen. Da bei hohen 

GdmCl-Konzentrationen keine elektrostatische Abstoßung innerhalb der Kette zu erwarten ist 

(Abb.4.9), wurde eine GdmCl-induzierte Übergangskurve genutzt um die Stabilitäten von pWT 

im Bereich des Übergangsmittelpunktes, d.h. ΔG0 = 0, zu erhalten. 

Die lineare Extrapolationsmethode geht von der Annahme aus, dass sich die freie Reaktions-
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Abbildung 4.10. Aus Harnstoff- und GdmCl-induzierten Übergangskurven bestimmte Stabilitäten 

von  Barstar  pWT. (A)  Harnstoff-induzierte  Übergangskurven  (Schwarz)  in  Gegenwart  steigender 

Konzentrationen von GdmCl (0, - 0,5 M in Schritten von 0,1 M) sowie GdmCl-induzierte Übergangs-

kurve (Weiß). (B)  ΔGO von Barstar-pWT als Funktion der GdmCl-Konzentration (Symbole wie in A). 

Durchgezogene Linie ist die Extrapolation der Stabilitäten auf 0 M GdmCl basierend auf der linearen 

Extrapolationsmethode. Gestrichelt ist die nach [4.9] erwartete Abhängigkeit bei Berücksichtigung der 

Netto-Coulomb-Energie des entfalteten Zustandes (Abb. 4.9).

enthalpie  des  nativen  (GN
0)  und  entfalteten  Zustandes  (GU

0)  linear  mit  der  Denaturanz-

konzentration ändert. ΔG0 ist definiert durch

G 0=GU
0−G N

0=H U−T⋅SU −G N
0=W UH U '−T⋅S U −GN

0 [4.8]

G 0=W UGU
0 '−G N

0

mit WU als der Coulomb-Energie des entfalteten Zustandes (4.1.8.). Wird wie in der ursprüng-

lichen  linearen  Extrapolationsmethode  angenommen,  dass  GN
0 undGU

0' linear  von  der 

Denaturanzkonzentration abhängen, läßt sich die Denaturanz-abhängige Stabilität durch

G 0=W U −meq ' [D ]G0 ' H 2O  [4.9]

mit [D] als Denaturanzkonzentration darstellen. Laut [4.9] sollte die freie Reaktionsenthalpie 

der Entfaltung linear von der Denaturanzkonzentration abhängen wenn die Coulomb-Energie 

gering ist. Dies sollte z.B. in GdmCl-Konzentrationen > 1 M der Fall sein. Abb. 4.10 A zeigt die 

erhalten Übergangskurven in Harnstoff und GdmCl. Diese wurden durch Zugabe des jeweiligen 

Denaturanz  zur  Proteinlösung  erhalten  (3.2.8.).  Anhand  der  Harnstoff-induzierten 

Übergangskurven lässt sich eine Destabilisierung mit steigenden Konzentrationen an GdmCl 

beobachten.  Wie schon  angedeutet,  kann  die  Basislinie  des  Signals  nativer  Moleküle  der 
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GdmCl-induzierten Übergangskurve nicht vollständig erreicht werden. Für deren Anpassung 

wurde deshalb die  aus den Harnstoff-Übergangskurven gut  bestimmte Basislinie verwendet 

(Abb. 4.10 A).  Wird ΔGO gegen  die  GdmCl-Konzentration aufgetragen,  ist  dessen  lineare 

Abhängigkeit  von  der  GdmCl-Konzentration bei  Konzentrationen  > 1 M  erkennbar  (Abb. 

4.10 B). Bei  GdmCl-Konzentrationen < 1 M  ist  ΔGO jedoch signifikant höher  als  von  der 

linearen Extrapolation aus GdmCl-Konzentrationen nahe des Übergangsmittelpunktes erwartet. 

Das durch elektrostatische Effekte nach [4.9] erwartete  ΔGO ist geringer als das tatsächlich 

gefundene (Abb. 4.10 B). Dies kann zum einen auf der Unsicherheit in der Bestimmung von 

ΔGO oder auf einer zusätzlichen Stabilisierung des nativen Zustandes bei geringen GdmCl-

Konzentration  beruhen.  Anhand  einer  Variante von  Barstar  (W38F/W44F/C40A)  wurde 

tatsächlich nachgewiesen, dass der Logarithmus der Geschwindigkeitskonstante der Entfaltung 

bei GdmCl-Konzentrationen <1 M signifikant geringer ist als von dessen linearer Extrapolation 

aus hohen GdmCl-Konzentrationen zu erwarten gewesen wäre (Srivedi und Udgaonkar, 2002). 

Der native Zustand wird demnach bei geringen GdmCl-Konzentrationen zusätzlich stabilisiert. 

Eine nichtlineare Abhängigkeit der logarithmierten Geschwindigkeitskonstante der Entfaltungs-

reaktion von der GdmCl-Konzentration wurde anhand von R2-Dispersionsmessungen (2.6.3.) 

auch für das Acyl-CoA-Bindeprotein ACBP erhalten (Teilum et al., 2006).

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die anhand des Modelles von Zhou (2002a und 

2003) erhaltenen Netto-Coulomb-Energien einen Teil der höheren Stabilität von Barstar-pWT in 

niedrigen GdmCl-Konzentrationen erklären können. Die experimentell gefundene Abweichung 

von der linearen Extrapolationsmethode kann jedoch nicht allein über die  Elektrostatik des 

entfalteten  Zustandes  erklärt  werden.  Da  auch  das  verwendete  Modell  eines  Gauss'schen 

Zufallsknäuels nur  eine  Näherung ist  und  überdies  nur  der  Ionenstärke-Effekt von  GdmCl 

berücksichtigt wurde, bleibt eine detaillierte Analyse der die Protein-Stabilität bestimmenden 

Faktoren  späteren  Arbeiten  vorbehalten.  Nichtsdestotrotz  ergeben  sich Implikationen  im 

Zusammenhang für  die  Faltung  von  Proteinen  allgemein.  Für  eine  spezielle  Gruppe  von 

Proteinen, den nativ-entfalteten Proteinen (natively unfolded proteins) ist bekannt, dass sie sich 

durch einen hohen Anteil  geladener Aminosäuren und  durch eine geringe Hydrophobizität 

auszeichnen (Uversky et al., 1999). Im Zusammenhang mit den gefundenen elektrostatischen 

Abstoßungen im entfalteten Protein erscheint die Annahme sinnvoll, dass die Energielandschaft 

der Proteinfaltung zu einem Großteil von der Elektrostatik der Polypeptidkette bestimmt wird.

4.1.10. Dynamik im entfalteten Zustand von pWTSS
DA ?

Neben der mittleren Transfer-Effizienz der Verteilung entfalteter Moleküle ist die Breite der 
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Verteilung ein weiterer Parameter, der Informationen über den entfalteten Zustand liefern kann. 

Befinden  sich  beide  Fluorophore  in  einem  festen  Abstand  zueinander  und  kann  die 

Photodynamik der Farbstoffe ausgeschlossen werden, wird die Breite der FRET-Verteilung nur 

durch zufällige Fluktuationen der Intensitäten  Ia und  Id in [2.37] um ihren Mittelwert (shot 
noise) bestimmt. Bei Annahme, dass die Intensitäten oder äquivalent, die Photonenanzahl pro 

Bin, in beiden Kanälen durch eine Poissonverteilung charakterisiert sind, gilt für die Streuung

 I a= I a sowie  I d= I d . Die Varianz der FRET-Verteilung ist dann durch die Gleichung 

der Fehlerfortpflanzung zu

E 2=∣∂E
∂ I a

 I a∣
2

∣∂E
∂ I d

 I d∣
2

[4.10]

gegeben. Unter Nutzung von [2.37] ergibt sich daraus

E= 1
 I aI d

E 1−E ≤ 1
T E 1−E  [4.11]

(Dahan et al., 1999). Um eine obere Abschätzung der shot noise-limitierten Breite der FRET-

Verteilung zu erhalten, kann die Summe (Ia+Id) durch den Schwellenwert (T) ersetzt werden. Im 

Falle der Einzelmolekül-Experimente in GdmCl und Harnstoff wurden die Intensitäten Ia und Id 

der  beiden  Kanäle  jedoch  vor  Berechnung  von  E gegen  die  Quantenausbeuten  und 

Detektoreffizienzen korrigiert. Da die korrigierten Intensitäten demnach nicht den tatsächlich 

detektierten Photonenzahlen der unkorrigierten Zeitspuren entsprechen, kann der sich daraus 

ergebende Schwellenwert nicht in [4.11] verwendet werden. Der korrekte Schwellenwert wurde 

jedoch in einem zusätzlichen Experiment bestimmt. Dazu wurde der Detektor des Donor-Kanals 

so  dejustiert,  dass  ein  Korrekturfaktor  γ = aa/d d = 1  erhalten  wurde.  Bei  5,2 M 

Harnstoff wurde anschließend die FRET-Verteilung von pWTSS
DA gemessen. Der Schwellenwert 

wurde in diesem Experiment so gewählt, dass die FRET-Verteilung von ähnlicher Qualität wie 

die  aus  den  korrigierten  Zeitspuren  ermittelten  FRET-Verteilungen war.  Dazu  war  ein 

Schwellenwert von T = 30 bis T = 50 nötig. Diese Schwellenwerte können genutzt werden um 

die shot noise-limitierte Breite der FRET-Verteilungen abzuschätzen. Diese sind leicht geringer 

als die aus dem Experiment ermittelten Breiten (Abb. 4.11 A). Bei 5,2 M Harnstoff wird bei 

einem Schwellenwert von T = 30 eine Breite von ΔE = 0,091 erwartet, während experimentell 

ein Wert von 0,1176 ± 0,005 bestimmt wurde (Abb. 4.11. A). Zum Vergleich, für die entfalteten 

Zustände von CspTm (Schuler et al., 2002; Merchant et al., 2006) und Im9 (Tezuka-Kawakami 

et al., 2006) wurden bei hohen Konzentrationen an GdmCl bzw. Harnstoff Werte von ΔE = 0,2



4. Ergebnisse und Diskussion 73

Abbildung  4.11.  Shot-noise-limitierte  Breite  der  FRET-Verteilungen von  pWTSS
DA.  (A)  FRET-

Verteilung von  pWTSS
DA in  5,2 M  Harnstoff,  ermittelt  aus  den  gegen  die  Detektoreffizienzen  und 

Quantenausbeuten  korrigierten  Intensitäten  Ia und  Id.  Anpassung  der  FRET-Verteilung entfalteter 

pWTSS
DA-Moleküle  mit  einer  Gauss-Funktion  (schwarz)  sowie  die  erwarteten  shot-noise-limitierten 

Verteilungen für T = 30 (Blau) und T = 50 (Rot), berechnet nach [4.11]. (B) Breiten der FRET-Verteilung 

der entfalteten Moleküle in GdmCl (weiß) und Harnstoff (schwarz) als Funktion der mittleren Transfer-

Effizienz. Blaue und Rote Linien sind die mittels [4.11] berechneten  shot noise limitierten Breiten der 

Verteilung für T = 30 und T = 50.

gefunden. Wie nach [4.11] erwartet, nimmt ΔE bei größeren mittleren Transfer-Effizienzen ab 

(Abb. 4.11 B). Jedoch ist bei allen mittleren Transfer-Effizienzen ΔE größer als nach [4.11] zu 

erwarten wäre (Abb.11 B). Zwischen Harnstoff und GdmCl wird kein Unterschied hinsichtlich 

der Breiten der FRET-Verteilungen gefunden.

Aus dem signifikanten, aber geringen Unterschied zwischen den experimentell gefundenen und 

den für  shot noise erwarteten Verteilungsbreiten kann leider nicht notwendigerweise auf eine 

Dynamik der  entfalteten Kette  im Zeitbereich der  Bin-Zeit  des  Experimentes, d.h.  500 µs, 

geschlossen werden. Photodynamische Prozesse wie Bleichen der Fluorophore während des 

Transits durch das fokale Volumen und Übergänge in elektronische Triplett-Zustände können 

ebenfalls  zur  Verbreiterung der  FRET-Verteilungen führen.  Da  überdies  die  für  pWTSS
DA 

gefundenen ΔE-Werte wesentlich geringer als die für CspTm und Im9 gefundenen sind, ist eine 

Dynamik  der  entfalteten  Polypeptidkette  von  pWTSS
DA im  Zeitbereich  von  500 µs  eher 

unwahrscheinlich.
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4.2. Entfaltung von Barstar pWT

4.2.1. Spektroskopische Charakterisierung von Barstar-pWT

Wie in 2.1. erwähnt, ist Barstar-pWT ein α/β-Protein bestehend aus 3 parallelen β-Faltblättern 

sowie 4 α-Helices. Die intrinsische Fluoreszenz von pWT resultiert aus 3 Tyrosinresten (Y29, 

Y30 und Y47) sowie 3 Tryptophanresten (W38, W44 und W53). Die Entfaltung von pWT 

mittels  Harnstoff  senkt  die  Fluoreszenz  von  pWT  bei  einer  gleichzeitigen  bathochromen 

Verschiebung des  Spektrums (Abb.  4.12 A).  Das  Differenzspektrum zeigt,  dass  die  größte 

Änderung  der  Fluoreszenz-Intensität  während  der  Entfaltung  bei  320 nm  auftritt.  Diese 

Wellenlänge ist  demnach ideal  zur  Verfolgung der  Entfaltung von pWT. Das Fluoreszenz-

spektrum von nativem pWT zeigt eine Feinstruktur, die in den Derivativ-Spektren deutlich wird 

(Abb. 4.12 B). Mindestens 3 Banden sind darin zu erkennen. Die Bande bei 305 nm kann der 

Fluoreszenz der Tyrosinreste des Proteins zugeordnet werden. Weitere 2 Banden bei 320 nm 

und 335 nm resultieren mit hoher Wahrscheinlichkeit von 2 der drei Tryptophanreste. Da W53 

im hydrophoben Kern des Proteins verborgen liegt, ist zu erwarten, dass die Bande bei 320 nm 

diesem Tryptophan zuzuordnen ist. Dafür spricht auch die Emissionswellenlänge der Barstar-

Variante W38F/W44F, die bei 327 nm liegt (Nath und Udgaonkar, 1997). Die während der 

Entfaltung  auftretende  Signaländerung  bei  320 nm  kann  demzufolge  als  Sonde  für  die 

Solvatisierung des hydrophoben Kerns des Proteins angesehen werden.

Eine dritte Bande könnte im Bereich von 350 – 360 nm vermutet werden. Allerdings ist die 

Streuung der Daten in diesem Bereich zu ausgeprägt, um eindeutige Aussagen zu erlauben. 

Wahrscheinlich ist jedoch, dass die Emission von W38 und W44 eher der Bande bei 335 nm als 

der  bei  320 nm zuzuordnen ist,  da  beide  Reste  an  der  Oberfläche des  Proteins und damit 

Lösungsmittel-exponiert sind. Wird pWT in Gegenwart von 5 M Harnstoff entfaltet, ist keine 

Feinstruktur im Derivativ-Spektrum mehr zu erkennen (Abb. 4.12 B). 

Im CD-Spektrum des Proteins dominieren dessen helikale Bereiche. Im Fern-UV-CD-Spektrum 

sind  deutlich  3  Banden  bei  220 nm,  205 nm  und  190 nm  erkennbar, die  dessen  helikalen 

Strukturelementen zugeordnet werden  können (Abb. 4.12 C).  Die  chirale  Umgebung der  3 

Tryptophanreste (W38, W44 und W53) sowie der 3 Tyrosinreste (Y29, Y30 und Y47) schlägt 

sich  im  Nah-UV-CD-Spektrum nieder  (Abb. 4.12 D).  Hier  sind  deutlich  vier  Banden  bei 

270 nm, 280 nm, 290 nm und 295 nm voneinander zu unterscheiden. Die Bande bei 270 nm läßt 

sich mit hoher Sicherheit den Tyrosinresten des Proteins zuordnen. Die restlichen 3 Banden 

resultieren  mit  hoher  Wahrscheinlichkeit aus  den  3  Tryptophanresten des  Proteins.  Eine 

Zuordnung der jeweiligen Banden des Nah-UV-CD-Spektrums zu bestimmten Tryptophanresten
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Abbildung 4.12. Fluoreszenz- und CD-Spektren von Barstar pWT. (A) Fluoreszenz-Spektren nach 

Anregung bei 280 nm für nativen (Blau) und mit 5 M Harnstoff entfalteten pWT (Grün) (i) sowie das 

daraus  resultierende  Differenzspektrum (ii).  (B)  Derivativ-Spektren  für  natives  (Blau)  und  mit  5 M 

Harnstoff entfaltetes Protein (Grün).  Die  durchgezogene Linie entspricht der Glättungs-Funktion. (C) 

Fern-UV-CD-Spektrum  mit  gekennzeichneten  elektronischen  Übergängen  und  (D)  Nah-UV-CD-

Spektrum.  Die  Banden  für  Tyrosin- und  Tryptophanreste  im  nativen  Derivativ-  und  Nah-UV-CD-

Spektrum sind grau unterlegt.

ist jedoch nicht ohne weiteres möglich, da der genaue Einfluss der chiralen Umgebung auf das 

CD-Signal der Aromaten nicht bekannt ist.

Mittels  Einzelmolekülspektroskopie konnte  gezeigt  werden,  dass  im  thermodynamischen 

Gleichgewicht des Proteins nur native und entfaltete Moleküle vorliegen (siehe 4.1.4.). Dies 

impliziert,  dass  im  thermodynamischen Gleichgewicht  des  Proteins  keine  Intermediate  zu 

signifikanten Anteilen populiert werden. Wird jedoch die  Faltung und Entfaltung kinetisch 

verfolgt,  ergibt  sich  ein  anderes  Bild.  Wie  eingangs  festgestellt  wurde,  sind  mehrere 

Faltungsintermediate von Barstar bekannt (Shastry und Udgaonkar, 1995). Kinetisch sind für 

Barstar-WT zwei Faltungs- und zwei Entfaltungsreaktionen bekannt. Die schnelle Reaktion 

entspricht der eigentlichen Faltung bzw. Entfaltung, während die langsamere Reaktion, die nur 
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im Übergangsbereich beobachtbar ist, aus der Isomerisierung der Peptidylprolyl-Bindungen des 

Proteins resultiert (Schreiber und Fersht, 1993b; Shastry und Udgaonkar, 1995).

4.2.2. Kinetische Analyse der Faltung und Entfaltung von pWT

Bei der Analyse des Entfaltungsmechanismus von Barstar-pWT liegt das Hauptaugenmerk auf 

der  schnellen  Entfaltungsreaktion  des  Proteins.  Die  durch  die  Prolinisomerisierung 

hervorgerufene langsame Entfaltungs- und Rückfaltungsreaktion wurde nicht näher untersucht. 

Frühere Studien an Barstar-WT zeigten, dass während der Entfaltung des Proteins Intermediate 

transient populiert werden. Anhand von burst-Amplituden konnte nachgewiesen werden, dass 

die Entfaltung von Barstar W38F/W44F bei hohen Harnstoffkonzentrationen über zwei parallele 

Wege erfolgt (Zaidi et al., 1997; Agashe et al., 1997). Auf jedem dieser Wege wird mindestens 

ein Intermediat transient populiert. Das Reaktionsschema der Entfaltung von Barstar-pWT bei 

hohen Harnstoffkonzentrationen kann also mit

beschrieben werden. Die Übergänge von N zu IU1 und IU2 können, da sie nur als burst-Amplitude 

sichtbar sind, als schnelle Gleichgewichte betrachtet werden. In IU2, dessen Existenz aus burst-
Amplituden in der Fluoreszenz-detektierten Entfaltung abgeleitet werden konnte, muss Trp53 

im hydrophoben Kern des Proteins partiell solvatisiert vorliegen (Zaidi  et al., 1997). IU1 konnte 

dagegen anhand von burst-Amplituden in der mittels CD-Spektroskopie detektierten Entfaltung 

nachgewiesen werden. Für IU1 wurde daraus eine im Vergleich zum nativen Protein veränderte 

Sekundärstruktur abgeleitet.

In  dieser  Arbeit  konnten  für  Barstar-pWT zwei  Entfaltungsreaktionen detektiert  werden. 

(Abb. 4.13 A). In 6,6 M Harnstoff wurde für die bereits bekannte Entfaltungsreaktion (λ2) eine 

Geschwindigkeitskonstante von 2,01 ± 0,01 s-1 gefunden. Diese  Reaktion kann der  globalen 

Entfaltung des Proteins zugeordnet werden (Golbik et al., 1999). Das Produkt dieser Reaktion 

sind entfaltete Moleküle mit der Peptidylprolyl-Bindung Y47-P48 in  cis-Konformation. Die 

zweite, schnellere Entfaltungsreaktion (λ1) mit einer Geschwindigkeitskonstante von 34 ± 0,5 s-1 

(6,6 M Harnstoff) zeigt eine Amplitude von 15 - 20 %. Das Auftreten dieser zweiten schnellen 

Reaktion ist überraschend, da diese Reaktion bisher bei keiner anderen Variante des Proteins 

gefunden wurde. Daraus kann vorerst geschlussfolgert werden, dass ein Entfaltungsintermedi-
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Abbildung 4.13. Entfaltungs- und Rückfaltungskinetik von Barstar-pWT, gemessen mittels stopped-
flow Fluoreszenzspektroskopie. (A)  Entfaltungskinetik  von  Barstar-pWT  (siehe  3.2.10.1).  (B) 

Rückfaltungskinetik  von  Barstar-pWT  ausgehend  von  Ucis (siehe  3.2.10.2.).  Residuen  von  mono-

exponentiellen (i) und bi-exponentiellen Anpassungen (ii). Die Kinetiken wurden in Standardpuffer bei 

25°C und Proteinkonzentrationen von 5 µM (A) und 2 µM (B) aufgenommen.

at (Icis) sogar in so hohen Harnstoffkonzentrationen wie 6,6 M transient populiert wird. Da die 

Entfaltungsreaktion nur bis zum entfalteten Zustand mit der Y47-P48 Peptidylprolyl-Bindung in 

der cis-Konformation (Ucis) verfolgt wurde, war auch nur die Rückfaltungsreaktion ausgehend 

von Ucis von Interesse. Das Protein wurde deshalb für eine kurze Zeit (3 s) in 4 M Harnstoff 

entfaltet.  Nach  dieser  Zeit  ist  Ucis vollständig  populiert.  Im  Anschluss  wurde  die 

Rückfaltungsreaktion  induziert.  Im  Gegensatz  zur  Entfaltung  wurde  nur  eine 

Rückfaltungsreaktion beobachtet (Abb. 4.13 B). Im Rahmen des oben dargestellten Modells der 

Entfaltung von Barstar besteht die Möglichkeit, dass Icis mit einem der beiden Intermediate IU1 

oder IU2 identisch ist.

4.2.3. Chevron-Diagramm für pWT

Die  Auftragung  der  Geschwindigkeitskonstanten der  Ent-  und  Rückfaltungskinetiken  als 

Funktion  der  Harnstoffkonzentration wird  aufgrund  seiner  typischen  Form  auch  Chevron 

genannt. Im Falle von Barstar-pWT ergeben sich im Chevron-Diagramm zwei Kurven (λ1 und 

λ2)  (Abb.  4.14 A).  Der  Logarithmus  der  Geschwindigkeitskonstante  der  langsameren 

Entfaltungsreaktion  hängt  entsprechend  [2.10]  linear  von  der  Harnstoffkonzentration  ab 

(Abb. 4.14 A).  Eine  lineare  Extrapolation  zu  0 M  Harnstoff  gibt  eine  Geschwindigkeits-

konstante der Entfaltung von 0,2 s-1. Die schnelle Reaktion lässt sich ausschließlich während der 
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Abbildung 4.14. Geschwindigkeitskonstanten und Amplituden der Ent- und Rückfaltungskinetik 
von pWT als Funktion der Harnstoffkonzentration. (A)  Geschwindigkeitskonstanten der schnellen 

Entfaltung (λ1) (■), der langsameren Entfaltung (λ2) (●, ▲) sowie der Rückfaltung ausgehend von Ucis (○) 

und der Rückfaltung ausgehend von einer Gleichgewichtsmischung aus Ucis und Utrans (△). Durchgezogene 

Linien entsprechen Anpassungen der Daten nach [2.4] unter Nutzung von [2.9] und [2.10]. Gestrichelte 

Linien  sind  Extrapolationen  auf  0 M  Harnstoff.  (B)  Amplituden  der  schnellen  Entfaltung,  der 

langsameren Entfaltung sowie der Rückfaltung. Die Amplituden der Rückfaltungskinetik ausgehend von 

Ucis wurden auf dieselbe Proteinkonzentration wie die Entfaltungskinetiken (5µM) umgerechnet. Symbole 

wie in A. Ausschnitt: Fluoreszenzsignale zum Zeitpunkt t = 0, und nach Ablauf der Entfaltungsreaktion 

zum  Zeitpunkt  t = ∞.  Proteinkonzentration  5 µM  für  alle  Entfaltungskinetiken  und  2 µM  für  alle 

Rückfaltungskinetiken. Alle Messungen wurden in Standardpuffer bei 25°C durchgeführt.

Entfaltung detektieren. Auch hier ist eine Nichtlinearität der logarithmierten Geschwindigkeits-

konstanten  als  Funktion  der  Harnstoffkonzentration  zu  beobachten  (Abb. 4.14 A).  Die 

Extrapolation der Geschwindigkeitskonstante der Entfaltungsreaktion auf 0  M Harnstoff ergibt 

einen Wert von 5 s-1. 

Für  die  Rückfaltungsreaktion  ist  eine  deutliche  Abweichung  des  Logarithmus  der 

Geschwindigkeitskonstante von der Linearität zu beobachten. Gewöhnlich resultieren solche 

Nicht-Linearitäten aus der kinetischen Kopplung mehrerer Schritte während der Reaktion und 

geben  Hinweise  auf  die  Existenz  von  Faltungsintermediaten  (Kiefhaber,  1995).  Die 

Geschwindigkeitskonstanten der Rückfaltungsreaktion ausgehend von der Mischung aus Ucis 

und Utrans sind mit denen ausgehend von Ucis identisch (Abb. 4.14 A). Für Barstar-pWT* und 

Barstar-WT wurde dies bereits in früheren Studien gezeigt (Schreiber und Fersht, 1993; Shastry 

und Udgaonkar, 1995).

Im Vergleich zur Rückfaltung aus dem Gleichgewichtsverhältnis bestehend aus Ucis und Utrans, 

sind die Amplituden der Rückfaltungsreaktion größer, wenn die Reaktion ausgehend von Ucis 
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gestartet wird. Dieses Verhalten wurde von Schreiber und Fersht damit erklärt, dass sich nach 

der Rückfaltung das cis-trans-Gleichgewicht im entfalteten Zustand wieder einstellt und damit 

auch das Gleichgewicht zwischen N und Ucis verschiebt (Schreiber und Fersht, 1993). An die 

Rückfaltungsreaktion ausgehend von Ucis schließt sich demnach eine Entfaltungsreaktion an. 

Diese besitzt eine Amplitude, die der in Abb. 4.14 B dargestellten Differenz entspricht.

In der Entfaltung steigt die Amplitude der schnellen Reaktion (λ1) bis 2 M Harnstoff geringfügig 

an und bleibt dann konstant. Die Konstanz dieser Amplitude lässt vermuten, dass unabhängig 

von der Harnstoffkonzentration, immer die gleiche Anzahl von Molekülen über diese schnelle 

Reaktion  entfalten.  Im  Gegensatz  dazu  steigt  die  Amplitude  der  langsameren 

Entfaltungsreaktion (λ2) mit steigenden Harnstoffkonzentrationen bis 5 M an. Anschließend fällt 

sie  bis  8 M  wieder  ab  (Abb.  4.14 B).  Eine  schnelle  Entfaltungsreaktion (burst-Amplitude) 

während der Totzeit (5 ms) des stopped-flow-Instrumentes wie sie von Zaidi et al. (1997) für die 

Barstarvariante W38F/W44F gefunden wurde, könnte die Ursache für diesen Abfall darstellen. 

Aus der Startwert-Endwert-Analyse lässt sich allerdings schwer schließen, ob der Abfall der 

Amplitude  bei  hohen  Harnstoffkonzentrationen  aus  zunehmenden  Endwerten  oder  aus 

abnehmenden Startwerten resultiert (Abb. 4.14 B, Ausschnitt). Auch spektroskopische Artefakte 

aufgrund der hohen Harnstoffkonzentrationen können als Ursache nicht ausgeschlossen werden.

4.2.4. burst-Amplitude in der Entfaltung von Barstar-pWT

Wird die Harnstoff-Abhängigkeit der Amplitude der Entfaltungsreaktion (λ2) bei verschiedenen 

Temperaturen  verfolgt,  so  ist  festzustellen,  dass  die  Amplitude  bei  hohen  Harnstoff-

konzentrationen umso größer ist, je höher die Temperatur ist (Abb. 4.15 A). Bei 45°C ist kein 

signifikanter Abfall der Amplitude mit steigender Harnstoffkonzentration mehr zu beobachten. 

Spektroskopische  Artefakte,  wie  Temperatur-induzierte Fluoreszenzlöschung  (quenching), 

würden  eine  geringere  Amplitude  bei  höheren  Temperaturen erwarten  lassen  und  können 

demnach diese Ergebnis nicht erklären. Die erhaltenen Amplituden der Entfaltungsreaktion bei 

45°C ermöglichen eine erneute Startwert-Endwert-Analyse, die eine Entscheidung zwischen 

abfallenden Startwerten oder ansteigenden Endwerten als Ursache für die Amplituden-Verluste 

bei  niedrigeren Temperaturen ermöglicht. Werden die Start- und Endwerte der Entfaltungs-

kinetik bei 25°C und 45°C miteinander verglichen, findet man eine gute Übereinstimmung der 

Endwerte  bei  beiden  Temperaturen  (Abb. 4.15 B).  Demgegenüber  weichen  jedoch  die 

Startwerte der Kinetik signifikant voneinander ab. Bei 45°C werden höhere Startwerte als bei 

25°C  gefunden.  Offensichtlich  beruht  der  bei  hohen  Harnstoffkonzentrationen  gefundene 
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Abbildung 4.15 Amplituden der Entfaltung sowie Startwert-Endwert-Analyse bei  verschiedenen 

Temperaturen. (A)  Amplituden der  Entfaltung  (λ2) in Abhängigkeit  der Harnstoff-Konzentration bei 

verschiedenen Temperaturen. (B) Startwerte und Endwerte der Entfaltungskinetik bei 25°C (▿,  □)  und 

45°C ( , ■▾ ) (C) Relative Start-und Endwerte der Entfaltungskinetik bei 25°C (Schwarz) sowie Harnstoff-

induzierte  Übergangskurve  (Weiss) bei  25°C.  (D)  Modell  zur  Erklärung  der  Harnstoff-induzierten 

Entfaltungskinetiken von pWT, adaptiert nach Zaidi et al. (1997). Proteinkonzentration 5 µM (A und B) 

und  2 µM  für  die  Übergangskurve  in  (C).  Alle  Messungen  wurden  in  Standardpuffer  bei  25°C 

durchgeführt.

Amplituden-Verlust auf einer burst-Amplitude während der Totzeit des Instrumentes von 5  ms. 

Wie für Barstar-WT und dessen Variante W38F/W44F (Zaidi et al., 1997; Agashe et al., 1997) 

sowie auch für Apomyoglobin (Jamin und Baldwin, 1996) konnte auch für Barstar-pWT eine 

schelle Entfaltungsreaktion innerhalb der Totzeit des  stopped-flow-Instrumentes nachgewiesen 

werden.  Unter Nutzung der bei 45°C erhaltenen Amplitude der Entfaltungsreaktion, kann der 

relative Amplituden-Verlust bei  25°C berechnet werden (Abb. 4.15 C).  Die  burst-Amplitude 

nimmt mit steigender Harnstoffkonzentration stark zu, so dass sie bei 7 M Harnstoff knapp 

50 % der Gesamtamplitude erreicht.

Aus den erhaltenen Daten lässt sich ein Modell der Entfaltung von Barstar-pWT in Anlehnung 

an Zaidi et al. (1997) konstruieren. Aus der gefundenen burst-Amplitude geht hervor, dass ein 

Teil  der  Moleküle  über  ein  sich  bei  hohen  Harnstoffkonzentrationen schnell  bildendes 

Intermediat IU1 entfalten. In Anlehnung an das schon bestehende Modell, könnte der schnelle 

Entfaltungsprozess  zu  dem  Intermediat  IU2 führen.  Im  Gegensatz  zu  Barstar-WT  und 

W38F/W44F  scheint  dieses  Intermediat  bei  pWT  langsamer  mit  der  makroskopischen 
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Geschwindigkeitskonstante  (λ1)  gebildet  zu  werden,  so  dass  es  direkt  beobachtbar ist.  Der 

weitere Entfaltungsweg dieses Intermediates kann nicht schlüssig aus den vorhandenen Daten 

deduziert werden. Im einfachsten Modell entfaltet dieses Intermediat direkt und über keine 

weiteren  Zwischenstufen  mit  der  makroskopischen  Geschwindigkeitskonstante  λ2 zu  U 

(Abb. 4.15 D).

Die Existenz zweier, von nativen Molekülen ausgehenden Wegen könnte auf einer strukturellen 

Heterogentität des nativen Proteins beruhen. Worin diese, falls vorhanden, jedoch besteht, kann 

aus den gezeigten Experimenten nicht geschlossen werden. Die Peptidylprolyl-Bindung Y47-

P48 könnte eine Ursache für einen heterogenen nativen Zustand sein. In der Tat besitzt die 

Gleichgewichtskonstante zwischen der nativen cis-Konformation und dessen trans-Pendant bei 

15°C einen Wert von 11,66 (Golbik  et al., 1999). Dies bedeutet einen  trans-Anteil von rund 

10 %, ähnlich dem Wert der relativen Amplitude der schnellen Entfaltungsreaktion  (λ1).

4.2.5. pH-Stabilität von Barstar-pWT

Die Technik des Amidprotonenaustausches ist  geeignet, um die Geschwindigkeitskonstanten 

von Entfaltungsreaktionen bzw. Öffnungsreaktionen, mit Rest-spezifischer Auflösung zu ver-

folgen. Positionsspezifische Unterschiede in  den Geschwindigkeitskonstanten der  Öffnungs-

reaktionen  verschiedener  Amidprotonen  können  Aufschluss  über  die  strukturellen 

Eigenschaften  von  Entfaltungsintermediaten  geben.  Hierfür  eignen  sich  besonders 

Amidprotonenaustausch-Experimente unter EX1-Bedingungen. Da für eine solche Analyse der 

pH-Wert der Lösung über einen weiten Bereich variiert werden muss, ist es entscheidend, dass 

die Stabilität des Proteins wie auch die Geschwindigkeitskonstanten der Entfaltungsreaktion 

unabhängig vom pH-Wert sind.

Die  Stabilität  von  Barstar-pWT wurde  deshalb  bei  verschiedenen  pH-Werten bestimmt. 

Zwischen pH 6,5 und pH 10 ist kein Unterschied im Fluoreszenz-Signal bei 320 nm wie auch 

im Fern-UV-CD-Signal bei 222 nm zu beobachten (Abb. 4.16 A). Eine Entfaltung des Proteins 

erfolgt  allerdings bei  pH > 10.  Bei  niedrigen pH-Werten, d.h.  unterhalb des  isoelektrischen 

Punktes des Proteins (pI ≤ 4,9), existiert das Protein im Form eines molten-globule-Zustand, des 

A-Zustandes (Juneja  et al., 2002). Die Charakteristika eines  molten-globule bestehen in einer 

veränderten Tertiärstruktur unter Beibehaltung der Sekundärstruktur des Proteins (Finkelstein 

und Ptitsyn, 2002). Das nativ-ähnliche CD-Signal bei einem dem entfalteten Zustand ähnlichen 

Fluoreszenz-Signal (Abb. 4.16 A) wird dadurch erklärt.  Bei Annahme, dass die Stabilität des 

Proteins im Übergangsbereich linear vom pH-Wert abhängt (Rami und Udgaonkar, 2001), kann 

der  Konformationsübergang  bei  hohen  pH-Werten  genutzt  werden  um,  die  Stabilität  des 
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Abbildung 4.16 pH-Stabilität von Barstar-pWT. (A) Fern-UV-CD-Signal bei 222 nm (Schwarz) sowie 

Fluoreszenz-Signal  (Weiß) bei  320 nm nach  Anregung bei  280 nm als  Funktion  des  pH-Wertes. (B) 

Stabilität von Barstar-pWT aus Harnstoff-induzierten (Weiß) und pH-induzierten Übergangskurven. Die 

Entfaltung  wurde  mittels  Fluoreszenz  bei  320 nm nach  Anregung bei  280 nm detektiert.  Rote  Linie 

Anpassung nach [3.11]. Die schwarze Linie kennzeichnet die lineare Abhängigkeit von  ΔGO(H2O) im 

Bereich  des  Übergangsmittelpunktes  (C)  Geschwindigkeitskonstanten  der  schnelleren  (■)  (λ1) und 

langsameren  Entfaltungsreaktion  (●)  (λ2) sowie  der  Faltungsreaktion  ausgehend  vom  Harnstoff-

denaturierten (△) und pH-denaturierten Protein (○).  Die Proteinkonzentration betrug 2 µM (A und B) 

sowie 5 µM (C). Alle Messungen wurden bei 25°C in Standardpuffer mit dem angegebenen pH-Wert 

durchgeführt.

Proteins zu bestimmen. Zusätzlich kann die Stabilität im pH-Bereich von 6,5 – 10, in dem 

ausschließlich  native  Moleküle  vorliegen,  mittels  Harnstoff-induzierten  Übergangskurven 

bestimmt werden. Im Rahmen des Fehlers kann in diesem pH-Bereich keine Änderung der 

Stabilität  des  Proteins  festgestellt  werden  (Abb. 2.16 B).  Gleiches  trifft  auch  für  die 

Geschwindigkeitskonstanten der Rückfaltung und Entfaltung (λ1,  λ2) im pH-Bereich zwischen 

pH 8 und pH 10 zu (Abb. 2.16 C).

Die Annahme, dass die thermodynamische und die kinetische Stabilität von pWT unabhängig 

vom pH-Wert ist, ist für pWT im pH-Bereich zwischen pH  6,5 und pH 10 gegeben.

4.2.6. Amidprotonen-Austausch in Barstar-pWT

Die Kinetik des Amidprotonenaustausches wurden mit der New MEXICO-Technik gemessen, 

die  für  15N-markierte Proteine abgewandelt wurde (3.2.7.1.).  Diese  Technik ermöglicht die 

Bestimmung schneller Austauschprozesse in einem Zeitfenster von 300 ms. Für Barstar-WT 

konnte gezeigt werden, dass die Mehrzahl aller Amidprotonen bei pH 6,7 innerhalb von 5 min 

gegen  Deuteronen  austauschbar  ist  (Bhuyan  und  Udgaonkar, 1998).  Gleiches  gilt  für  die 

Variante pWT*  (Wong  et  al.,  1997).  Auch  für  Barstar-pWT konnte  ein  solch  schneller 

Amidprotonen-Austausch festgestellt werden. Innerhalb der ersten 200 ms wird die Mehrzahl 
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Abbildung  4.17  Amidprotonen-Austausch  von  Barstar-pWT. (A)  15N-HSQC-NMR  Spektren  bei 

pH 7.0  vor  dem  Amidprotonen-Austausch  (Referenz)  sowie  10 ms,  80 ms,  200 ms  nach  Start  des 

Amidprotonen-Austausches. (B) Austauschkinetik für das Amidproton des Restes K2 bei verschiedenen 

pH-Werten. (C) Logarithmus der Geschwindigkeitskonstanten des Amidprotonen-Austausches (kHX) für 

K2 als Funktion des pH-Wertes. Die Linien in B und C sind Anpassungen nach [3.9] und [2.49]. Alle 

Messungen wurden in Standardpuffer bei 25°C unter Zusatz von 10 % D2O bei einer Proteinkonzentration 

von 1 mM durchgeführt.

aller  Amidprotonen  gegen  Protonen  des  Lösungsmittels  ausgetauscht  (Abb. 4.17 A).  Dies 

ermöglichte die Bestimmung der Geschwindigkeitskonstanten des Amidprotonen-Austausches 

(kHX) für einen Großteil aller Amidprotonen des Peptidrückgrates. Die Kinetik des Austausches 

wurde bei fünf verschiedenen pH-Werten (6,5; 7; 8; 9; 10) gemessen (Abb. 4.17 B; Anhang VI). 

Wie nach [2.49] erwartet, wurde eine Beschleunigung des Austausches mit steigenden pH-

Werten beobachtet (Abb. 4.17 C). Für 20 der beobachteten Amidprotonen konnte der Übergang 

vom EX2 zum EX1-Austauschmechanismus beobachtet werden. Die meisten Amidprotonen 

werden allerdings über  den  gesamten pH-Bereich im  EX1-Mechanismus ausgetauscht. Der 

schnelle  Amidprotonen-Austausch  von  pWT  ist  nicht  überraschend.  So  konnte  mittels 

Molekular-Dynamik-Simulationen und 19F-NMR gezeigt werden, dass der hydrophobe Kern des 

Proteins ausreichend flexibel ist, um selbst Ring-Drehungen des Phenylalanins 56 zu tolerieren 

(Wong und Daggett, 1998; Li und Frieden, 2007).

4.2.7. Austausch über den EX2-Mechanismus

Für die Amidprotonen, die bei niedrigen pH-Werten einen Austausch über den EX2-Mechanis-
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Abbildung 4.18 ΔGHX-Werte für 20 Amidprotonen. Die Werte wurden anhand der mit [2.49] auf pH 5 

extrapolierten  Geschwindigkeitskonstanten  kHX und  den  zugehörigen  intrinsischen  Geschwindigkeits-

konstanten  kint bestimmt.  Die Sekundärstruktur-Elemente sind mit  α für  Helices  und  β für  Faltblätter 

gekennzeichnet.  Die  gestrichelte  Linie  ist  die  aus  den  Harnstoff-induzierten  Übergangskurven 

(Abb. 4.16 B) erhaltene Stabilität.

mus zeigen, kann bei Kenntnis der intrinsischen Geschwindigkeitskonstanten des Austausches 

die  Differenz  der  freien  Reaktionsenthalpien (ΔGHX)  zwischen  geschlossener  und  offener 

Konformation des  betreffenden Amidprotons bestimmt werden (2.6.1.).  Der Austausch von 

Amidprotonen eines Proteins kann auf  verschiedene Weise erfolgen (Bai  et  al.,  1995).  So 

werden  Amidprotonen  durch  globale  oder  lokale  Entfaltungsprozesse  dem  Lösungsmittel 

zugänglich und damit Austausch-kompetent. Über die Differenz der freien Reaktionsenthalpien 

können damit isostabile Faltungseinheiten innerhalb der Proteins ermittelt werden. So konnten 

z.B.  für  Cytochrom  C  Regionen  lokaler  Entfaltungsprozesse  gefunden  werden.  Neben 

Entfaltungsprozessen können auch Fluktuationen durch die intrinsische Dynamik der nativen 

Moleküle die Ursache von Austauschreaktionen der Amidprotonen sein (Bai et al., 1995; Milne 

et al., 1999; Maity et al., 2003).

Nur eine sehr geringe Anzahl von Resten (E8, G43, Q58, K60, Q61, G66, R75, G81) zeigten 

ΔGHX-Werte die  ähnlich  der  aus  den  Harnstoff-induzierten Übergangskurven (Abb. 4.16 B, 

Anhang V) erhaltenen globalen Stabilität (ΔGO(H2O) = 12,8 ± 0,6 kJ mol-1)  sind (Abb. 4.18). 

Überraschend ist, dass keine eindeutige Korrelation der ΔGHX-Werte mit der Sekundärstruktur 

des Proteins zu finden ist. Gewöhnlich sind Amidprotonen in Sekundärstrukturen wie Helices 

und Faltblättern in Wasserstoffbrücken eingebunden und damit besonders vor einem Austausch 

geschützt.  Die  niedrigen  ΔGHX-Werte für  die  Mehrheit  der  Reste  könnten  entweder  aus 

Fluktuationen der  Struktur  im nativen Zustand oder  aber  aus  lokalen Entfaltungsprozessen 

resultieren. Lokale und globale Entfaltungsprozesse sind immer kooperativ. Das bedeutet, dass 

eine  Gruppe,  im Falle  der  lokalen Entfaltung, oder  auch alle  Amidprotonen, im Falle  der 

globalen Entfaltung, kollektiv dem Lösungsmittel zugänglich werden. Während eines solchen 

Prozesses  ändert  sich  die  dem  Lösungsmittel  zugängliche  Oberfläche  (solvent  accessible 
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surface area, SASA) des Proteins beträchtlich. Im Gegensatz dazu stellen Fluktuationen des 

nativen  Zustandes  unkorrelierte  Öffnungsereignisse  dar.  Die  Lösungsmittel-zugängliche 

Oberfläche des  Proteins wird  im Falle  von  Fluktuationen nur  unwesentlich geändert.  Eine 

Unterscheidung zwischen beiden Möglichkeiten ist nur dann möglich, wenn Informationen über 

die Stabilitätsparameter wie Kooperativität (meq) und die Halb-Denaturanzkonzentration ([D]1/2), 

Rest-spezifisch  erhalten  werden  können.  Die  Kooperativität  mit  der  ein  Protein  entfaltet 

korreliert mit der Änderung von dessen Lösungsmittel-zugänglicher Oberfläche (Myers et al., 
1995). Wird ΔGHX bei verschiedenen Harnstoffkonzentrationen bestimmt, so sollte für dessen 

Sensitivität (meq
HX)  gegenüber der Denaturanzkonzentration im Falle eines Austausches über 

Fluktuationen  bei  niedrigen  Harnstoffkonzentrationen  meq
HX = 0  gelten.  Bei  hohen 

Harnstoffkonzentrationen wird jedoch der Austausch durch die globale Entfaltung des Proteins 

schneller und es wird meq
HX = meq

Global. ΔGHX ist in diesem Falle also keine lineare Funktion der 

Denaturanzkonzentration. Sind lokale Entfaltungsprozesse die Ursache für den Austausch eines 

Amidprotons,  gilt  meq
HX < meq

Global.  Allerdings  sollte  ΔGHX über  den  gesamten  Denaturanz-

Bereich  linear  sein.  Die  New-MEXICO-Technik kann  jedoch  nicht  in  Gegenwart  von 

Substanzen  wie  Harnstoff,  die  ebenfalls  ihre  Protonen  gegen  Lösungsmittel-Protonen 

austauschen können, durchgeführt werden.

4.2.8. Harnstoff-induzierte Übergangskurven mittels NMR

Mittels  Einzelmolekülspektroskopie konnte  gezeigt  werden,  dass  im  thermodynamischen 

Gleichgewicht und in Gegenwart von Harnstoff ausschließlich native und entfaltete Moleküle 

vorliegen. Da jedoch nur Informationen über den Abstand zwischen den beiden Positionen 12 

und 89 erhalten wurden, kann nicht vollständig ausgeschlossen werden, dass andere Regionen 

des  Moleküls  lokal  entfalten  und  im  thermodynamischen  Gleichgewicht  zu  einem 

detektierbaren Anteil  an partiell  entfalteten Molekülen führen. Aus diesem Grunde wurden 

Harnstoff-induzierte  Übergangskurven  mittels  15N-TROSY-HSQC-NMR  anhand  der 

Protonensignale einzelner Reste aufgenommen. Es soll jedoch darauf hingewiesen werden, dass 

die  auf  solche  Art  ermittelten  Übergangskurven nicht  mit  den  Daten  des  Amidprotonen-

Austausches  verglichen  werden  können.  Sehr  geringe  Anteile  an  partiell  entfalteten 

Intermediaten können mit dieser Methode nicht detektiert werden. Im Gegensatz dazu werden 

mit  der  Methode des  Amidprotonen-Austausches vor  allem die  Spezies  detektiert,  die  den 

schnellsten Austausch für ein gegebenes Amidproton zeigen. Selbst geringe Anteile an lokal 

entfalteten Molekülen können so  identifiziert werden. Die  mittels  15N-TROSY-HSQC-NMR 

gemessenen Harnstoff-induzierten Übergangskurven können also nur eine grobe Vorstellung 
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Abbildung  4.19  Stabilitätsparameter  aus  den  mittels  15N-TROSY-HSQC-NMR aufgenommenen 
Übergangskurven. (A) Verteilung der Stabilitätsparameter über die Aminosäurepositionen. Gestrichelte 

Linien  sind  die  arithmetischen  Mittelwerte  der  Parameter.  (B)  Normierte  Harnstoff-induzierte 

Übergangskurven. Die Proteinkonzentration betrug 1 mM. Die Messungen erfolgten in Standardpuffer in 

Gegenwart von 10 % D2O bei 25°C.

über die in Gegenwart von Harnstoff im Gleichgewicht populierten Spezies geben.

Insgesamt konnten für 48 Reste Harnstoff-induzierte Übergangskurven aufgenommen werden. 

Aus den mittels 15N-TROSY-HSQC-NMR erhaltenen NMR-Spektren bei verschiedenen Harn-

stoffkonzentrationen wurden nur die Amidprotonen-Signale für die Auswertung verwendet, die 

nicht mit denen anderer Reste überlappten. Der Harnstoff-induzierte Übergang sowie dessen 

Stabilitätsparameter (Anhang  VI)  konnten  anhand  von  48  Amidprotonen-Signalen verfolgt 

werden  (Abb. 4.19 A  und  B).  Die  aus  den  48  Übergangskurven  erhaltenen  mittleren 

Stabilitätsparameter (<meq> = 4,6 ± 0,4 kJ mol-1 M-1, <[D]1/2> = 2,66 ± 0,18 M, <ΔGO(H2O)> = 

12,1 ± 1,6 kJ  mol-1)  stimmen gut  mit  den  mittels  Fluoreszenz-Spektroskopie (Abb.  4.16 B) 

bestimmten  Werten  (meq =  4,7 ± 0,2 kJ mol-1 M-1,  [D]1/2 = 2,74 ± 0,05 M,  ΔGO(H2O) = 

12,8 ± 0,6 kJ mol-1) überein. Die C-terminal gelegen Reste scheinen eine systematisch höhere 

Stabilität im Vergleich zu den mittleren Stabilitätsparametern aufzuweisen (Abb. 4.19 A). Um 

entscheiden zu  können,  ob  die  Abweichungen der  mittels  NMR-Spektroskopie erhaltenen 

Stabilitätsparameter von ihren Mittelwerten zufällig oder systematisch sind, wurden alle  48 

Übergangskurven erneut angepasst. Dabei wurden die erhaltenen mittleren Stabilitätsparameter 

fest vorgegeben. Jede einzelne der 48 Übergangskurven ließ sich befriedigend mit den mittleren 

Stabilitätsparametern beschreiben (Abb. 4.20). Das generelle Kriterium für das Vorliegen eines 

Zwei-Zustands-Modells, dass mit zwei oder mehreren Sonden dieselbe Stabilität erhalten wird 

(Eftink und Ionescu, 1997), ist für Barstar-pWT erfüllt. Die mittels Einzelmolekülspektroskopie 

gemachte  Beobachtung,  dass  die  Faltung von Barstar-pWT im thermodynamischen Gleichge-
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Abbildung 4.20 Harnstoff-induzierte Übergangskurven für ausgewählte Reste von Barstar-pWT. 
Die durchgezogenen Linien sind Anpassungen nach dem Zwei-Zustandsmodell [3.10] unter Nutzung der 

mittleren Stabilitätsparameter <meq> = 4,6 ± 0,4 kJ mol-1 M-1und <[D]1/2> = 2,66 ± 0,18 M.

wicht  und  in  Gegenwart  von  Denaturanzien  mit  einem  Zwei-Zustandsmodell beschrieben 

werden  kann,  wird  hier  also  nochmals  bestätigt.  Lokal  entfaltete  Moleküle  konnten nicht 

detektiert werden. Dies bedeutet  selbstverständlich nicht, dass diese nicht existieren, sondern 

nur, dass sie nicht in ausreichendem Maße populiert werden.

4.2.9. Die Geschwindigkeitskonstanten der Öffnungs- und Schließreaktion

Für  20  Amidprotonen  von  pWT  konnte  ein  Übergang  vom  EX2  zum  EX1  Austausch-

mechanismus  beobachtet  werden.  Das  ermöglicht  die  Bestimmung  der  Geschwindigkeits-

konstanten der Schließreaktion (kcl) der betreffenden Amidprotonen nach [2.49]. In Abhängig-

keit  der  Positionen  der  Amidprotonen  reichen  die  Werte  von  1 s-1  (τ = 1 s)  bis  2000 s-1 
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Abbildung  4.21  Geschwindigkeitskonstanten  der  Öffnungs-  und  Schließreaktion. (A)  kcl für  20 

Amidprotonen  von  Barstar-pWT. (B)  kop für  64  Amidprotonen  von  Barstar-pWT. (C)  Häufigkeits-

verteilung von kcl. (D) Häufigkeitsverteilung von kop.

(τ = 500 µs) (Abb. 4.21 A). Eine gewisse Korrelation der kcl-Werte mit der Sekundärstruktur ist 

erkennbar. Beispielsweise werden niedrige kcl-Werte in den Schleifen S1, S2 und S6 erhalten 

(Abb. 4.21 A). Im Gegensatz dazu werden hohe  kcl-Werte in Sekundärstruktur-Elementen wie 

Helices (α3, α4) und dem N-terminalen β-Faltblatt (β1) gefunden (Abb. 4.21 A). Solche starken 

Variationen der kcl-Werte wurden auch für andere Proteine wie Lysozym (Pedersen et al., 1993), 

ACBP (Kragelund  et  al.,  1998), OMTYK3 (Arrington und Robertson, 1997), Hisactophilin 

(Houliston et al., 2002) und CspA (Rodriguez et al., 2002) gefunden. Die enorme Heterogenität 

der  kcl-Werte von pWT ließe  sich  durch eine  ausgeprägte Dynamik des  nativen Zustandes 

erklären.  Für  solche  unkooperativen  Fluktuationen  im  nativen  Zustand  sollten  die 

Geschwindigkeitskonstanten  der  Schließreaktion  vor  allem  durch  ihre  Position  in  der 

Aminosäuresequenz und Tertiärstruktur bestimmt sein.  Allerdings können auch kooperative 

Faltungsprozesse ausgehend von  partiell  entfalteten Molekülen  als  Ursache  nicht  gänzlich 

ausgeschlossen  werden.  Wie  in  4.2.6.  angedeutet,  kommen  im  Amidprotonen-Austausch 

schnellere  Prozesse  stärker  zur  Geltung  als  langsamere.  Die  Faltung  von  sehr  gering 

populierten,  partiell  entfalteten  Intermediaten  kann  sich  demnach  auch  in  den 

Geschwindigkeitskonstanten der Schließreaktion niederschlagen wenn diese schnell genug im 

Vergleich zu allen anderen Prozessen sind. Allerdings ist, wie im Falle der  ΔGHX-Werte, eine 

Unterscheidung zwischen unkooperativen Fluktuationen und kooperativen Faltungsreaktionen 

schwierig. Ein Hinweis auf kooperative Faltungsreaktionen kann aus der Häufigkeitsverteilung 

S1S1 S1S1 S1S2 S3 S4 S5 S6
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der  kcl-Werte der 20 Amidprotonen gezogen werden. Im Falle unkooperativer Fluktuationen 

sollte der  kcl-Wert jedes Amidprotons ausschließlich von seiner Position in der Tertiärstruktur 

anhängen. Da die  Umgebung für  jedes der 20 Amidprotonen unterschiedlich ist,  sollte die 

Häufigkeits-Verteilung der  kcl-Werte ebenfalls sehr breit sein. Im Gegensatz dazu besitzt bei 

kooperativen Faltungsreaktionen eine Gruppe von Amidprotonen dieselbe Geschwindigkeits-

konstante der Schließreaktion. Die Häufigkeitsverteilung der kcl-Werte sollte deshalb wesentlich 

schmaler sein und gegebenenfalls, in  Abhängigkeit von der Anzahl der entfalteten Spezies, 

mehrere Maxima aufweisen. Die aus den 20 Amidprotonen ermittelte Häufigkeitsverteilung 

zeigt 2 Maxima mit  kcl-Werten von 600 s-1 und 30 s-1 (Abb. 4.21 C). Dies gibt einen Hinweis 

darauf,  dass  kooperative  Faltungsreaktionen  einen  Einfluss  auf  die  ermittelten 

Geschwindigkeitskonstanten  der  Schließreaktionen  besitzen.  Es  muss  jedoch  darauf 

hingewiesen  werden,  dass  die  20  Amidprotonen  nur  22 %  aller  Amidprotonen  des 

Peptidrückgrates  entsprechen.  Sie  stellen  demzufolge  keine  ausreichend  große 

Stichprobenmenge dar, um die exakte Häufigkeits-verteilung adäquat zu repräsentieren.

Da für die meisten Amidprotonen die Austauschreaktion über einen sehr großen pH-Bereich 

nach dem EX1-Mechanismus erfolgt, konnten die Geschwindigkeitskonstanten der Öffnungs-

reaktion (kop)  für  insgsamt 64  Amidprotonen bestimmt werden.  Dies  entspricht  73 % aller 

Amidprotonen des Peptidrückgrates. Im Gegensatz zu den  kcl-Werten, deren Genauigkeit von 

der Kenntnis von kint abhängt, können die  kop-Werte mit hoher Genauigkeit bestimmt werden. 

Überraschenderweise werden auch für die kop-Werte große Variationen in Abhängigkeit von der 

Position der Amidprotonen gefunden (Abb. 4.21 B). Die kop-Werte reichen von 0,2 s-1 bis 40 s-1. 

Große  kop-Werte werden in den Schleifen S1 und S2, am N-Terminus sowie am C-Terminus 

gefunden. Insbesondere in der Region zwischen den Resten 58 – 68 (Helix 3 und die sich 

anschießende Schleife S5) wurden sehr hohe kop-Werte gefunden. Die Häufigkeitsverteilung der 

kop-Werte ist wie die der kcl-Werte bimodal. Die beiden Populationen von Amidprotonen zeigen 

eine  scharfe  Verteilung der  kop-Werte bei  0,3 s-1 und  eine  breitere  Verteilung bei  2 - 10 s-1 

(Abb. 4.21 D). Da die Stichprobengöße ausreichend ist,  spiegeln die  kop-Werte offensichtlich 

lokale Entfaltungsprozesse von pWT wider. Die breite Verteilung mit  kop-Werten zwischen 2 

und 10 s-1 lässt aber vermuten, dass auch unkooperative Fluktuationen einen großen Einfluss auf 

die Werte der Geschwindigkeitskonstanten der Öffnungsreaktionen besitzen.

Werden die  kop-Werte farblich auf der Struktur von Barstar-pWT abgebildet, lässt sich eine 

Häufung  hoher  kop-Werte im  Bereich  von  Helix  3  und  der  benachbarten Schleife  finden 

(Abb. 4.22).  Für  diese  Region  konnten  ΔGHX-Werte ähnlich  dem  der  globalen  Stabilität 

bestimmt werden. Das impliziert, dass die hohen kop-Werte zwischen Position 58 und 68 nicht 
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Abbildung 4.22 Struktur von Barstar-WT (pdb-file 1bta). Die Aminosäurereste sind entsprechend der 

kop-Werte eingefärbt. Das Tryptophan 53 im hydrophoben Kern ist markiert.

auf  unkooperativen  Fluktuationen  der  nativen  Struktur,  sondern  auf  lokalen  kooperativen 

Entfaltungsprozessen beruhen.  Interessanterweise  wurde  für  pWT  mittels  Φ-Wert-Analyse 

festgestellt,  dass  Helix  3  im  Übergangszustand  der  Faltungsreaktion  nur  unvollständig 

ausgebildet ist (Nölting et al., 1997). Es wird angenommen, dass sich dieses Sekundärstruktur-

Element im letzten Schritt der Faltung bildet. Die Häufung hoher kop-Werte in Helix 3 impliziert 

umgekehrt eine lokale Entfaltung in dieser Region.

Die  aus  Amidprotonen-Austausch-Experimenten erhaltenen  kop-und  kcl-Werte müssen  nicht 

notwendigerweise  mit  den  aus  kinetischen  Experimenten  erhaltenen  Geschwindigkeits-

konstanten  der  Faltung  und  Entfaltung  übereinstimmen.  Ein  Vergleich der  Geschwindig-

keitskonstanten der  Öffnungs- und Schließreaktion mit  denen aus  dem Chevron-Diagramm 

unter  nativen  Bedingungen  erwarteten  Werten zeigt  für  Barstar-pWT  jedoch  eine  gute 

Übereinstimmung (Abb. 4.23 A). Für die Reste in Helix 3 (Q58, K60, Q61, L62, N65 und G66) 

wird ein mittlerer ΔGHX-Wert von 8,4 kJ mol-1 gefunden (Abb. 4.18, Anhang V). Laut dem von 

Zaidi et al. (1997) vorgeschlagenen Modell wird IU2 auf einem der beiden Wege von N nach U 

populiert (Abb. 4.15 D). Unter der Annahme, dass die schnelle Entfaltungsreaktion (λ1) dem 

Schritt  von  N  zu  IU2 entspricht  und  IU2 während  der  um  mehr  als  eine  Größenordnung 

langsameren Entfaltungsreaktion zu U entfaltet, kann die Stabilität von IU2 relativ zu N aus den 

auf 0 M Harnstoff extrapolierten Geschwindigkeitskonstanten mittels [2.7] abgeschätzt werden 

(2.2.2.).  Für  die  Faltung  ausgehend von  IU2 erhält  man  aus  dem Chevron-Diagramm eine 

Geschwindigkeitskonstante von  143 s-1 und  für  die  der  Entfaltung  eine  Geschwindigkeits-

konstante von 5,7 s1. Dies entspricht einer Stabilitätsdifferenz zwischen N und IU2 von 8 kJ mol-1 

in Übereinstimmung mit dem mittleren Wert von ΔGHX für die Region der Helix 3. Die Daten
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Abbildung 4.23 Vergleich von kop und kcl mit dem Chevron-Diagramm von Barstar-pWT sowie Dar-

stellung des hydrophoben Kerns von Barstar. (A) Chevron-Diagramm sowie normierte Häufigkeits-

verteilungen von  kop und  kcl.  (B) Kristallstruktur von Barstar C40A (pdb-file 1a19). Die aromatischen 

Reste des hydrophoben Kernes des Proteins sind mit ihren Elektronendichten (1σ) hervorgehoben.

würden also für ein Modell sprechen, in dem auf einem der beiden Wege Helix 3 in einem 

ersten Schritt entfaltet. Da W53 im hydrophoben Kern des Proteins in direkter Nachbarschft zu 

Helix 3  liegt  (Abb. 4.23 B),  sollte  dieser  lokale Entfaltungsschritt auch sensitiv anhand der 

Fluoreszenz von W53 verfolgt werden können. Das würde die mittels intrinsischer Fluoreszenz 

detektierte schnelle Entfaltungsreaktion erklären. Da der Entfaltungsmechanismus von Barstar-

pWT jedoch nicht vollständig bekannt ist, bleibt die Frage, ob das in dieser Arbeit für pWT 

gefundene Entfaltungsintermediat mit  IU2 identisch  ist  oder  nicht,  zunächst  unbeantwortet. 

Allerdings  kann  aus  der  Koinzidenz  der  aus  der  Chevron-Auftragung auf  0 M  Harnstoff 

extrapolierten  Geschwindigkeitskonstanten der  Entfaltung  und  der  mittels  Amidprotonen-

Austausch bestimmten kop-Werte mit einiger Sicherheit auf eine gemeinsame Ursache, die lokale 

Entfaltung von Helix 3 geschlossen werden.

Von Zaidi  et al. (1997) wurde die Frage aufgeworfen, ob der Entfaltungsweg eines Proteins 

unter nativen Bedingungen mit dem bei hohen Denaturanzkonzentrationen identisch ist.  Für 

Barstar-pWT scheint dies nach den in dieser Arbeit vorgestellten Ergebnissen der Fall zu sein.
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5. Zusammenfassung

In  der  vorliegenden  Arbeit  sollten  die  initialen  Schritte  der  Faltung  und  Entfaltung  des 

Modellproteins Barstar-pWT charakterisiert werden. Dabei kamen insbesondere zwei Techniken 

zum Einsatz. Die Methode der Einzelmolekülspektroskopie gekoppelt mit FRET ermöglicht die 

Analyse einzelner Subpopulationen von Proteinen, selbst wenn diese nur zu einem geringen 

Anteil populiert werden. So sind z.B. entfaltete Moleküle selbst unter nativen Bedingungen 

einer Analyse zugänglich. Allerdings liefert diese Methode ausschließlich Informationen über 

den  Abstand  zwischen  zwei  Positionen  im  Molekül.  Im  Gegensatz  dazu  ist  die  NMR-

Spektroskopie, insbesondere in Kombination mit der Technik des Amidprotonen-Austausches, 

geeignet,  um  Informationen über  einzelne  Aminosäure-Reste des  Proteins  zu  erhalten.  Im 

Vergleich zur Einzelmolekülspektroskopie hat  diese Methode jedoch den Nachteil, dass nur 

Mittelwerte der  Signale  aller  in  der  Probe  vorliegenden Moleküle erhalten werden.  Beide 

Methoden liefern somit einander komplementäre Informationen und sollten in der vorliegenden 

Arbeit kombiniert zum Einsatz kommen.

Die Variante pWT S12C/S89C wurde mit den Farbstoffen Alexa Fluor 488 und Alexa Fluor 594 

spezifisch an den Positionen 12 und 89 markiert. Die Methode der Einzelmolekülspektroskopie 

gekoppelt  mit  FRET erlaubte  die  Separation  von  nativen  und  entfalteten  Molekülen  der 

markierten  Variante  pWT  S12C/S89C  (pWTSS
DA)  bei  verschiedenen  Denaturanz-

konzentrationen. Dies  ermöglichte  Abstandsmessungen  im  entfalteten  Protein  unter 

Bedingungen,  bei  denen  die  überwiegende  Anzahl  von  Molekülen  in  einer  nativen 

Konformation  vorliegen.  Es  konnte  festgestellt  werden,  dass  der  Gyrationsradius  von 

entfaltetem pWTSS
DA mit sinkenden Konzentrationen an Harnstoff und GdmCl abnimmt. Der 

Verlauf dieser  Abnahme  ist  jedoch  in  den  beiden  Denaturanzien  Harnstoff  und  GdmCl 
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verschieden. Während bei  hohen Denaturanzkonzentrationen identische Gyrationsradien von 

28 Å erreicht wurden, divergierten die Gyrationsradien mit sinkenden Harnstoff- und GdmCl-

Konzentrationen. Dies führt zu dem paradoxen Schluss, dass in Abhängigkeit des gewählten 

Denaturanz  für  0 M  Denaturanz  unterschiedliche  Gyrationsradien  erwartet  werden.  Die 

Diskrepanz zwischen den Gyrationsradien bei geringen Harnstoff- und GdmCl-Konzentrationen 

wurde darauf zurückgeführt, dass GdmCl, im Gegensatz zu Harnstoff, ein Salz ist.  Da die 

Polypeptidkette von  Barstar  unter  den  gegebenen Bedingungen eine  Netto-Ladung von  -8 

besitzt, wurde angenommen, dass dies die Ursache für die beobachtete Diskrepanz im Verhalten 

der Polypeptidkette bei geringen Denaturanzkonzentrationen ist.  Während GdmCl bevorzugt 

Wasserstoffbrücken zu negativ geladenen Aminosäuren ausbildet (O'Brien, 2007) und zudem 

als Salz zu einer Abschirmung (screening) der intrinsischen Ladungen der Polypeptidkette in 

der Lage sein sollte, ist Harnstoff zwar  ein polares, insgesamt jedoch  neutrales Denaturanz. 

Elektrostatische  Interaktionen  werden  durch  Harnstoff  nicht  beeinflusst  (O'Brien,  2007). 

Während bei geringen Harnstoffkonzentrationen die elektrostatischen Abstoßungen innerhalb 

der  Polypeptidkette  eine  weitere  Abnahme  des  Gyrationsradius  verhindern,  sind  diese 

abstoßenden Kräfte in GdmCl nicht präsent. Ein geringerer Gyrationsradius in GdmCl ist die 

Folge. Diese Hypothese wurde in einem zusätzlichen Experiment getestet. Die bei geringen 

Harnstoffkonzentrationen vorliegenden elektrostatischen Abstoßungen konnten mit dem Salz 

KCl  unterdrückt  werden,  so  dass  bei  1,4 M  Harnstoff   ebenfalls  eine  Abnahme  des 

Gyrationsradius  mit  steigender  KCl-Konzentration  erreicht  wurde.  Eine  Berechnung  der 

elektrostatischen  Energie  innerhalb  der  entfalteten  Polypeptidkette,  basierend  auf  einem 

einfachen Modell des entfalteten Zustandes (Zhou, 2002a),  ermöglichte eine Abschätzung der 

Coulomb-Energie unter nativen Bedingungen. Bei 0 M Denaturanz und einer Ionenstärke von 

0,18 M sollten im entfalteten Zustand von pWTSS
DA Coulomb-Energien vom 1,4 fachen der 

Raumtemperaturenergie (3,5 kJ mol-1) vorliegen.

Die  berechneten  Coulomb-Energien  und  ihre  Änderung  als  Funktion  der  Denaturanz-

konzentration legen nahe, dass die zur Bestimmung der Stabilität eines Proteins häufig genutzte 

lineare  Extrapolationsmethode nur in gewissen Grenzen Gültigkeit besitzt. Eine nichtlineare 

Abhängigkeit  der  freien  Reaktionsenthalpie der  Entfaltung  von  der  GdmCl-Konzentration 

konnte  auch  experimentell  nachgewiesen  werden.  Ein  Großteil  der  Abweichung  der 

experimentell gefundenen Stabilität von der linearen Extrapolation konnte durch die in der 

entfalteten Kette vorliegenden Coulomb-Energien erklärt werden.

Mittels  stopped-flow-Fluoreszenz-Experimenten konnte  weiterhin  gezeigt  werden,  dass  die 

Entfaltung von Barstar über ein partiell entfaltetes Intermediat verläuft. Auch wenn es nicht 

möglich war den genauen Mechanismus der Entfaltung von Barstar-pWT aufzuklären, konnten 
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Einsichten  in  die  strukturellen  Besonderheiten  sowie  die  Energetik  dieses  Entfaltungs-

intermediates gewonnen werden. Mittels einer Methode zur Detektion schneller Amidprotonen-

Austauschreaktionen konnten die Geschwindigkeitskonstanten der Öffnungsreaktion für 72 % 

und die Geschwindigkeitskonstanten der Schließreaktion für 22 % aller Amidprotonen bestimmt 

werden. Die Häufigkeitsverteilungen der Geschwindigkeitskonstanten der Öffnungsreaktion wie 

auch der Schließreaktion sind bimodal und implizieren die Existenz mindestens eines Faltungs- 

bzw. Entfaltungsintermediates. In Helix 3 von Barstar-pWT wurde eine Häufung von 100-fach 

erhöhten  Geschwindigkeitskonstanten  der  Öffnungsreaktion  gefunden.  Aus  der  Überein-

stimmung der mittels Amidprotonen-Austausch bestimmten Geschwindigkeits-konstanten der 

Öffnungs-  und  Schließreaktion  mit  den  mittels  stopped-flow-Fluoreszenz  gefundenen 

Geschwindigkeitskonstanten der Faltung und Entfaltung des Proteins wurde geschlussfolgert, 

dass Helix 3 in dem identifizierten Intermediat entfaltet vorliegt, während der Rest des Proteins 

nativ-ähnlich  bleibt.  Unter  nativen  Bedingungen  scheint  dieses  Intermediat  um  8 kJ mol-1 

gegenüber dem nativen Zustand destabilisiert zu sein.

Damit  ermöglichte  die  Kombination  aus  konventioneller  stopped-flow-Kinetik  mit  NMR-

gekoppelten Amidprotonen-Austausch die Identifizierung sowie strukturelle und energetische 

Charakterisierung eines während der Entfaltung des Proteins auftretenden Intermediates von 

Barstar-pWT.
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Anhang I

Abbildung I.  Bestimmung der Quantenausbeute. (A)  Integralfluoreszenz  von  Fluoreszein  (○)  und 

pWTSS
D (●) als Funktion der Absorption bei der Anregungswellenlänge 460 nm. (B) Integralfluoreszenz 

von Atto 700 (○) und pWTSS
DA (●) als Funktion der Absorption bei der Anregungswellenlänge 600 nm.

Anhang II

Abbildung II. Quantenausbeuten der an das Protein gekoppelten Farbstoffe Alexa Fluor 488 (weiß) 
und Alexa Fluor 594 (schwarz) als Funktion der Harnstoffkonzentration (A) und als Funktion der 

GdmCl-Konzentration  (B). Die  Fluoreszenz  von  Alexa  Fluor  488  wurde  an  pWTSS
D bei  einer 

Anregungswellenlänge von 470 nm und einer Emissionswellenlänge von 530 nm bestimmt. Die Alexa 

Fluor 594-Fluoreszenz wurde an pWTSS
DA durch Anregung bei 594 nm und einer Emissionswellenlänge 

von 610 nm bestimmt. Die Proteinkonzentration betrug 0,5 µM in Standardpuffer.
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Anhang III

Abbildung III.  Fluoreszenz der freien Farbstoffe Alexa  Fluor 488  (weiß)  und Alexa Fluor 594 

(schwarz) als Funktion der KCl-Konzentration. Alexa Fluor 488 wurde bei 470 nm angeregt und die 

Emissionswellenlänge betrug 530 nm.  Die Anregungswellenlänge im Falle von Alexa Fluor 594 war 

594 nm  und  die  Emissionswellenlänge  war  610 nm.  Die  Farbstoffkonzentration  betrug  0,5 µM  in 

Standardpuffer.

Anhang IV

Abbildung  IV.  Photonenzählraten  als  Funktion  der  Laserleistung  für  pWTSS
DA. (A) 

Photonenzählraten  im Donor- (○)  und  Akzeptorkanal  (⎕)  bei  Anregung bei  488 nm.  Durchgezogene 

Linien sind Anpassungen nach dem 3-Zustandsmodell [2.32]. (B) Um Streulicht und Detektorrauschen 

bereinigte Photonenzählraten. Symbole wie in A. Die Messungen wurden bei einer Proteinkonzentration 

von 130 pM in Standardpuffer in Gegenwart von 0,01 % (w/v) Tween 20 durchgeführt.
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Anhang V

Tabelle  V.  Geschwindigkeitskonstanten  des  Amidprotonen-Austausches,  der  Öffnungs-  und 

Schließreaktion sowie ΔGHX-Werte für alle detektierten Amidprotonen.

kHX / s-1

Amino-
säure

pH 6.5 pH 7 pH 8 pH 9 pH 10 Mechanismus kop / s-1 kcl / s-1 ΔGHX / kJ·mol-1

K2 1,11 ± 0,02 2,07 ± 0,04 7,75 ± 0,40 40,0 ± 1,6 26,6 ± 0,3 EX2 & EX1 29,9 ± 10,0 413 ± 227 6,5 ± 3,0

V4 0,44 ± 0,06 - - 0,77 ± 0,07 0,66 ± 0,05 EX1 0,62 ± 0,03 - -

I5 0,73 ± 0,05 0,72 ± 0,10 - 1,03 ± 0,05 1,39 ± 0,04 EX1 1,12 ± 0,19 - -

N6 0,93 ± 0,03 1,84 ± 0,04 9,70 ± 0,66 35,90 ± 2,40 37,60 ± 0,60 EX2 & EX1 37,24 ± 7,72 910 ± 304 7,9 ± 2,7

G7 0,40 ± 0,03 0,49 ± 0,05 0,52 ± 0,07 1,17 ± 0,03 1,20 ± 0,04 EX1 0,90 ± 0,20 - -

E8 - - 0,78 ± 0,08 2,75 ± 0,09 2,25 ± 0,03 EX2 & EX1 2,72 ± 0,64 318 ± 181 11,8 ± 2,9

Q9 0,31 ± 0,02 0,36 ± 0,04 0,68 ± 0,06 1,93 ± 0,04 1,47 ± 0,03 EX2 & EX1 1,30 ± 0,38 37 ± 24 8,3 ± 3

I10 0,31 ± 0,02 0,35 ± 0,04 0,32 ± 0,06 0,59 ± 0,04 0,51 ± 0,04 EX1 0,46 ± 0,07 - -

R11 0,51 ± 0,03 0,83 ± 0,05 2,54 ± 0,18 15,00 ± 0,37 11,50 ± 0,10 EX2 & EX1 11,48 ± 4,68 230 ± 152 7,4 ± 3,1

S12 0,49 ± 0,02 0,56 ± 0,03 0,54 ± 0,03 1,67 ± 0,06 1,55 ± 0,04 EX1 1,12 ± 0,34 - -

D15 1,18 ± 0,02 1,22 ± 0,01 1,44 ± 0,63 2,65 ± 0,06 3,31 ± 0,02 EX1 2,28 ± 0,51 - -

L16 0,34 ± 0,01 0,37 ± 0,03 0,32 ± 0,04 0,49 ± 0,04 0,46 ± 0,02 EX1 0,42 ± 0,04 - -

Q18 3,13 ± 0,73 2,85 ± 0,04 - - - EX1 2,99 ± 0,37

T19 1,40 ± 0,02 1,37 ± 0,03 1,03 ± 0,05 1,20 ± 0,03 1,78 ± 0,03 EX1 1,33 ± 0,17

K21 0,58 ± 0,02 0,80 ± 0,03 4,29 ± 0,33 - - EX1 1,34 ± 1,10

K22 0,35 ± 0,03 0,43 ± 0,04 - 0,64 ± 0,03 0,36 ± 0,02 EX1 0,48 ± 0,09

E23 0,30 ± 0,03 0,42 ± 0,03 - 0,59 ± 0,05 0,40 ± 0,04 EX1 0,49 ± 0,06

L24 - - - 0,33 ± 0,04 0,28 ± 0,03 EX1 0,30 ± 0,03

A25 - - - 1,66 ± 0,05 1,53 ± 0,02 EX1 1,60 ± 0,03

L26 0,23 ± 0,02 0,31 ± 0,05 - 0,73 ± 0,05 0,47 ± 0,03 EX1 0,43 ± 0,11 - -

E28 1,23 ± 0,03 6,77 ± 0,14 16 ± 1 - - EX2/EX1 25 ± 19 - -

Y29 1,81 ± 0,17 4,06 ± 0,45 3,03 ± 0,44 - 9,53 ± 0,38 EX2/EX1 5,9 ± 2,4 - -

Y30 0,90 ± 0,07 1,58 ± 0,09 6,56 ± 0,36 - - EX2 & EX1 8,2 ± 3,4 49 ± 34 4,4 ± 3,4

D35 0,33 ± 0,01 0,55 ± 0,02 1,47 ± 0,87 5,58 ± 0,09 - EX2 & EX1 3,8 ± 1,9 43 ± 36 6,1 ± 3,4

A36 - 0,28 ± 0,04 0,40 ± 0,06 0,91 ± 0,06 - EX1 0,68 ± 0,27 - -

W38 0,29 ± 0,02 0,33 ± 0,04 - 0,58 ± 0,03 0,38 ± 0,01 EX1 0,45 ± 0,07 - -

D39 0,31 ± 0,02 0,34 ± 0,02 0,23 ± 0,03 0,41 ± 0,03 0,38 ± 0,03 EX1 0,33 ± 0,05 - -

A40 0,25 ± 0,02 0,28 ± 0,03 - 0,21 ± 0,02 0,87 ± 0,04 EX1 0,41 ± 0,20 - -

L41 0,32 ± 0,02 0,37 ± 0,03 0,30 ± 0,04 0,37 ± 0,03 0,31 ± 0,03 EX1 0,33 ± 0,02 - -

T42 1,67 ± 0,06 1,64 ± 0,06 1,15 ± 0,09 0,88 ± 0,07 1,21 ± 0,06 EX1 1,27 ± 0,21 - -

G43 0,43 ± 0,02 0,59 ± 0,03 1,37 ± 0,09 4,77 ± 0,10 4,65 ± 0,05 EX2 & EX1 3,70 ± 1,27 336 ± 209 11,2 ± 2,9

Y47 - - - 1,33 ± 0,07 0,85 ± 0,04 EX1 1,09 ± 0,09 - -

L49 0,40 ± 0,03 0,53 ± 0,07 - 0,64 ± 0,04 0,29 ± 0,02 EX1 0,46 ± 0,13 - -

R54 - - - 0,74 ± 0,07 1,34 ± 0,10 EX1 1,04 ± 0,06 - -

E57 0,96 ± 0,06 1,99 ± 0,06 10,35 ± 0,70 - 51,8 ± 1,3 EX2 & EX1 46,6 ± 16 181 ± 108 3,4 ± 3,3

Q58 0,33 ± 0,02 0,50 ± 0,02 1,86 ± 0,09 7,55 ± 0,11 6,00 ± 0,04 EX2 & EX1 6,0 ± 2,0 209 ± 110 8,8 ± 2,9

S59 1,11 ± 0,08 1,19 ± 0,11 1,49 ± 0,13 5,85 ± 0,20 5,50 ± 0,07 EX1 3,78 ± 1,49 - -

K60 0,87 ± 0,03 1,14 ± 0,05 3,29 ± 0,15 20,54 ± 0,52 15,00 ± 0,16 EX2 & EX1 14,5 ± 6,7 494 ± 373 8,7 ± 3,2

Q61 0,65 ± 0,03 0,96 ± 0,05 3,9 ± 0,2 31 ± 1 20,5 ± 0,2 EX2 & EX1 24 ± 11 906 ± 622 9 ± 3

L62 0,44 ± 0,02 0,54 ± 0,04 1,56 ± 0,08 7,7 ± 0,2 6,00 ± 0,05 EX2 & EX1 5,5 ± 2,3 80 ± 60 6,6 ± 3,2

T63 2,33 ± 0,05 3,08 ± 0,09 11,17 ± 0,94 - 45,0 ± 2,8 EX2 & EX1 32 ± 17 - -

N65 1,34 ± 0,06 2,64 ± 0,07 14,2 ± 1,2 - - EX2 & EX1 21 ± 9 357 ± 222 7 ± 3

G66 0,85 ± 0,03 1,66 ± 0,05 8,09 ± 0,52 47,6 ± 2,5 39,0 ± 0,5 EX2 & EX1 44 ± 13 2714 ± 1233 10,2 ± 2,8
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kHX / s-1

Amino- 
säure

pH 6,5 pH 7 pH 8 pH 9 pH 10 Mechanismus kop / s-1 kcl / s-1 ΔGHX / kJ·mol-1

A67 1,12 ± 0,02 1,14 ± 0,02 1,56 ± 0,07 4,46 ± 0,1 4,94 ± 0,04 EX1 3,3 ± 1,1 - -

E68 0,48 ± 0,05 0,64 ± 0,08 1,29 ± 0,08 3,54 ± 0,13 3,92 ± 0,07 EX2&EX1 2,9 ± 0,9 20 ± 14 4,8 ± 3,3

S69 2,34 ± 0,05 4,83 ± 0,07 33,8 ± 2,2 - - EX2&EX1 68 ± 41 468 ± 394 4,8 ± 3,5

V70 - - - 1,81 ± 0,04 1,62 ± 0,03 EX1 1,72 ± 0,03 - -

L71 0,35 ± 0,02 0,36 ± 0,04 0,37 ± 0,05 1,2 ± 0,05 1,09 ± 0,03 EX1 0,77 ± 0,25 - -

Q72 0,29 ± 0,02 0,30 ± 0,03 - 0,53 ± 0,05 0,78 ± 0,05 EX1 0,60 ± 0,13 - -

V73 0,25 ± 0,03 0,33 ± 0,05 - 0,27 ± 0,03 - EX1 0,30 ± 0,04 - -

F74 0,37 ± 0,04 - - 0,42 ± 0,04 - EX1 0,39 ± 0,03 - -

R75 0,25 ± 0,02 0,62 ± 0,04 3,15 ± 0,21 - - EX2 & EX1 5,2 ± 1,0 278 ± 73 9,6 ± 2,6

E76 - - - 0,32 ± 0,04 0,24 ± 0,02 EX1 0,28 ± 0,02 - -

A77 0,31 ± 0,02 0,41 ± 0,05 - 0,39 ± 0,05 0,77 ± 0,04 EX1 0,54 ± 0,12 - -

K78 0,35 ± 0,02 0,41 ± 0,03 0,36 ± 0,04 0,70 ± 0,02 0,46 ± 0,01 EX1 0,49 ± 0,07 - -

E80 0,32 ± 0,03 0,40 ± 0,04 - 1,04 ± 0,04 0,85 ± 0,04 EX1 0,90 ± 0,15 - -

G81 0,30 ± 0,04 0,43 ± 0,08 - 1,80 ± 0,08 1,57 ± 0,04 EX2 & EX1 1,64 ± 0,32 72 ± 27 9,4 ± 2,7

A82 0,36 ± 0,03 0,43 ± 0,06 - 0,56 ± 0,03 0,49 ± 0,02 EX1 0,52 ± 0,03 - -

D83 0,36 ± 0,04 0,59 ± 0,06 1,01 ± 0,09 4,43 ± 0,09 3,31 ± 0,05 EX2 & EX1 2,88 ± 1,04 46 ± 33 6,9 ± 3,2

I84 0,58 ± 0,05 0,71 ± 0,08 - 1,21 ± 0,06 0,81 ± 0,04 EX1 0,96 ± 0,14 - -

T85 1,11 ± 0,05 1,29 ± 0,12 1,14 ± 0,11 1,75 ± 0,07 1,91 ± 0,05 EX1 1,56 ± 0,19 - -

I86 - - 3,77 ± 0,50 11,85 ± 0,50 11,4 ± 0,2 EX2/EX1 11,6 ± 0,3 - -

I87 - - - 0,62 ± 0,08 0,19 ± 0,02 EX1 0,40 ± 0,05 - -

L88 - - - 6,64 ± 0,17 4,84 ± 0,13 EX1 5,74 ± 0,11 - -
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Anhang VI

Tabelle AVI. Stabilitätsparameter  der  mittels  2D-HSQC-TROSY-NMR detektierten  Harnstoff-

induzierten Übergangskurven. 

Amino-
säure

  meq         / kJ mol-1 M-1  [D]1/2       /     M ΔGO(H2O)    / kJ mol-1

K2
A3
V4
I5
N6
G7
E8
Q9
I10
R11
I13
L16
K22
E23
L24
A25
L26
E28
Y30
L41
T42
G43
L49
R54
E57
Q58
S59
Q61
L62
T63
N65
G66
E68
S69
V70
V73
F74
E76
E80
G81
A82
D83
I84
T85
I86
I87
L88
S89

4,63       ±
3,89       ±
4,67       ±
4,37       ±
4,40       ±
4,44       ±
5,24       ±
4,34       ±
4,40       ±
4,70       ±
4,27       ±
4,38       ±
4,67       ±
4,61       ±
4,51       ±
5,88       ±
4,43       ±
3,76       ±
4,72       ±
4,92       ±
4,79       ±
5,21       ±
4,38       ±
4,28       ±
4,45       ±
3,96       ±
4,89       ±
4,10       ±
4,53       ±
4,49       ±
4,68       ±
4,74       ±
4,54       ±
4,35       ±
4,42       ±
4,52       ±
4,19       ±
4,98       ±
4,70       ±
4,75       ±
4,79       ±
4,49       ±
4,75       ±
4,67       ±
5,29       ±
4,53       ±
4,89       ±
5,60       ±

0,80
1,02
0,45
0,50
0,45
0,46
0,56
0,33
0,34
0,44
0,40
0,53
0,44
0,29
0,54
1,98
0,39
1,12
1,00
0,57
0,45
0,53
0,43
0,51
0,44
0,62
0,37
0,53
1,39
0,55
0,25
0,39
0,53
0,52
1,60
0,39
0,34
0,72
0,32
0,46
0,53
0,54
0,38
0,44
0,50
0,60
0,28
0,43

2,70       ±
2,61       ±
2,65       ±
2,64       ±
2,53       ±
2,60       ±
2,91       ±
2,61       ±
2,60       ±
2,68       ±
2,42       ±
2,58       ±
2,63       ±
2,59       ±
2,71       ±
2,67       ±
2,58       ±
2,44       ±
2,46       ±
2,65       ±
2,64       ±
2,76       ±
2,60       ±
2,59       ±
2,64       ±
2,40       ±
2,82       ±
2,54       ±
2,66       ±
2,55       ±
2,63       ±
2,66       ±
2,60       ±
2,43       ±
2,50       ±
2,62       ±
2,45       ±
2,80       ±
2,62       ±
2,75       ±
2,64       ±
2,58       ±
2,68       ±
2,67       ±
2,97       ±
2,75       ±
2,93       ±
3,00       ±

0,11
0,24
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,18
0,10
0,21
0,13
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10
0,10

12,49       ±
10,15       ±
12,38       ±
11,53       ±
11,12       ±
11,54       ±
15,26       ±
11,32       ±
11,43       ±
12,56       ±
10,34       ±
11,28       ±
12,28       ±
11,94       ±
12,22       ±
15,71       ±
11,45       ±
  9,18       ±
11,60       ±
13,01       ±
12,64       ±
14,40       ±
11,39       ±
11,10       ±
11,75       ±
  9,50       ±
13,79       ±
10,42       ±
12,04       ±
11,46       ±
12,34       ±
12,60       ±
11,81       ±
10,57       ±
11,06       ±
11,85       ±
10,28       ±
13,95       ±
12,31       ±
13,06       ±
12,65       ±
11,60       ±
12,73       ±
12,48       ±
15,72       ±
12,47       ±
14,32       ±
16,79       ±

2,23
2,81
1,29
1,38
1,22
1,27
1,70
0,97
1,00
1,26
1,05
1,43
1,25
0,88
1,54
5,40
1,09
2,84
2,54
1,60
1,28
1,55
1,20
1,38
1,25
1,54
1,16
1,40
3,72
1,46
0,80
1,13
1,44
1,34
4,01
1,13
0,93
2,07
0,96
1,34
1,49
1,45
1,12
1,26
1,56
1,70
0,96
1,42
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Anhang  VII.  Pulssequenz  des  2D-15N-
HSQC-Spektrums sowie New-MEXICO-
Pulssequenz.

1. 2D-15N-HSQC-Spektrum
;fhsqcN15.ks
;avance-version
;2D H-1/X correlation via double inept transfer
;phase sensitive using States-TPPI method

;$OWNER=nmrsu
#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>
#include <Delay.incl>

"p2=p1*2"
"p4=p3*2"
"p22=p21*2"
"p16=1m"
"p28=40u"
"d11=30m"
"d12=20u"
"d16=100u"
"d19=90u"
"d26=2.5m"

"d0=(in0-(p21*1.273+6u+4*p3))*0.5"  

"DELTA=d19-p22/2"
"DELTA1=d26-p16-d16-p28*3-d19*5+p22/2"
"DELTA2=d26-p16-d16-p28*3-d19*5+p22/2-8u-p21-108u"

"TAU=d26-p16-d16-4u"

"CEN_HN2=(p22*2+6u-p2)/2"
"CEN_HC2=(p4*2+6u-p2)/2"

1 ze 
  d11 pl16:f3
2 d1 do:f3
  3m
3 d11
4 d12 pl1:f1
  50u UNBLKGRAD
  (p1 ph0)
  4u
  p16:gp1
  d16
  TAU pl3:f3
  (CEN_HN2 p2 ph0) (p21 ph0 3u p22 ph1 3u p21 ph0):f3
  TAU
  4u
  p16:gp1
  d16 pl2:f2
  (p1 ph1)
  4u
  p16:gp2
  d16
  (p21 ph4):f3
  d0
  (CEN_HC2 p2 ph6) (p3 ph0 3u p4 ph1 3u p3 ph0):f2
  d0
  (p21 ph5):f3
  4u
  p16:gp2
  d16
  (p1 ph2) 

  DELTA1
  p16:gp3
  d16 pl18:f1
  p28*0.231 ph1
  d19*2
  p28*0.692 ph1
  d19*2
  p28*1.462 ph1
  DELTA
  (p22 ph0):f3
  DELTA
  p28*1.462 ph3
  d19*2
  p28*0.692 ph3
  d19*2
  p28*0.231 ph3
  4u
  p16:gp3
  d16
  4u BLKGRAD
  DELTA2 
  (p21 ph0):f3
  4u
  100u pl16:f3
  4u
  go=2 ph31 cpd3:f3
  d1 do:f3 mc #0 to 2 F1PH(ip4, id0)
exit 
  
ph0=0
ph1=1
ph2=2
ph3=3
ph4=0 2
ph5=0 0 0 0 2 2 2 2
ph6=0 0 2 2
ph31=0 2 0 2 2 0 2 0

;pl1 : f1 channel - 1H PL for p1 (high pow)
;pl18: f1 channel - 1H PL for p28 (3-9-19)
;pl2 : f2 channel - 13C PL for p3 (high pow)
;pl3 : f3 channel - 15N PL for p21 (high pow)
;pl16: f3 channel - 15N PL for pcpd3 (decoup.)
;p1  : f1 channel - 90 deg high power pulse
;p3  : f2 channel - 90 deg high power pulse
;p21 : f3 channel - 90 deg high power pulse
;p28 : f1 channel - 90 deg pulse (3-9-19)
;p16 : gradient pulse
;d16 : delay for gradient recovery
;pcpd3: f3 channel - 90 deg dec. pulse at pl16
;cpdprg3: composite pulse dec. for ch.3 [garp]
;d26 : ca. 1/(2*J(N,HN)) [2.5m]
;d19: delay for binomial water suppression
;     d19 = (1/(2*d)), d = distance of next null (in Hz)
;     d19 = 90u for 600 MHz
;d1 : relaxation delay
;ND0 = 2
;NS = N*2
;DS >= 8
;phc0(F1) = 90 deg, phc1(F1) = -180 deg
;gradient ration : 50 : 80 : 30
;use sine.100

2. New-MEXICO Pulsseqenz

;MEXICO-FHSQC
;avance-version
;2D H-1/X correlation via double inept transfer
;phase sensitive using States-TPPI method
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;$OWNER=nmrsu
#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>
#include <Delay.incl>

"p2=p1*2"
"p22=p21*2"
"p16=1m"
"p28=40u"
"d4=5.5m"
"d5=55m"
"d11=30m"
"d12=20u"
"d16=100u"
"d19=90u"
"d26=2.5m"

"d0=(in0-(p21*1.273+p2))*0.5" 

"DELTA=d19-p22/2"
"DELTA1=d26-p16-d16-p28*3-d19*5+p22/2"
"DELTA2=d26-p16-d16-p28*3-d19*5+p22/2-8u"
"DELTA3=5.5m-4u-p16-d16"
"DELTA4=5.4m-p16-d16"

"p19=d8-1.200m"  ;; d8 = mixing time

"TAU=d26-p16-4u"

"CEN_HN1=(p21-p2)/2"
"CEN_HN2=(p22-p2)/2"

1 ze 
  d11 pl16:f3
2 d1 do:f3
  3m
3 d11
4 d12 pl1:f1
  50u UNBLKGRAD
  (p1 ph0)
  d4 pl3:f3
  (p21 ph0):f3
  d5
  p16:gp1
  d16
  (p1 ph1)
  4u
  p16:gp2
  d16
  DELTA3
  (CEN_HN1 p2 ph2) (p21 ph5):f3
  DELTA4
  p16:gp2
  d16
  (p1 ph7) (p21 ph6):f3
  4u
  p16:gp3
  d16
  p19:gp4
  d16
  (p1 ph0)
  4u
  p16:gp5
  TAU
  (CEN_HN2 p2 ph0) (p22 ph0):f3
  4u
  p16:gp5
  TAU

  (p1 ph2) 
  4u
  p16:gp6
  d16
  (p21 ph3):f3
  d0
  (p2 ph0)
  d0
  (p21 ph0):f3
  4u
  p16:gp6
  d16
  (p1 ph4) 
  DELTA1
  p16:gp7
  d16 pl18:f1
  p28*0.231 ph8
  d19*2
  p28*0.692 ph8
  d19*2
  p28*1.462 ph8
  DELTA
  (p22 ph0):f3
  DELTA
  p28*1.462 ph9
  d19*2
  p28*0.692 ph9
  d19*2
  p28*0.231 ph9
  4u
  p16:gp7
  d16
  4u BLKGRAD
  DELTA2 pl16:f3
  go=2 ph31 cpd3:f3
  d1 do:f3 mc #0 to 2 F1PH(ip3, id0)
exit 
  

ph0=0
ph1=0 0 2 2
ph2=1
ph3=0 2
ph4=2 2 0 0
ph5=0 0 0 0 2 2 2 2
ph6=0 0 0 0 0 0 0 0 2 2 2 2 2 2 2 2
ph7=2
ph8=1
ph9=3
ph31=0 2

;pl1 : f1 channel - power level for pulse (default)
;pl3 : f2 channel - power level for pulse (default)
;pl16: f2 channel - power level for CPD/BB decoupling
;pl18: f1 channel - power level for 3-9-19-pulse (watergate)
;p1 : f1 channel -  90 degree high power pulse
;p2 : f1 channel - 180 degree high power pulse
;p16: homospoil/gradient pulse
;p19 : mixing time - 1.204m
;p21: f2 channel -  90 degree high power pulse
;p22: f2 channel - 180 degree high power pulse
;p28: f1 channel -  90 degree pulse at pl18
;d0 : incremented delay (2D)                         [3 usec]
;d1 : relaxation delay; 1-5 * T1
;d8 : mixing time
;d11: delay for disk I/O                             [30 msec]
;d12: delay for power switching                      [20 usec]
;d13: short delay                                    [4 usec]
;d16: delay for homospoil/gradient recovery
;d19: delay for binomial water suppression
;     d19 = (1/(2*d)), d = distance of next null (in Hz)
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;d26 : 1/(4J(YH))
;cnst4: = J(YH)
;in0: 1/(2 * SW(X)) = DW(X)
;nd0: 2
;NS: 8 * n
;DS: 16
;td1: number of experiments
;MC2: States-TPPI
;cpd2: decoupling according to sequence defined by cpdprg2
;pcpd2: f2 channel - 90 degree pulse for decoupling sequence

Anhang  VIII.  Pulssequenz  des  2D-15N-
HSQC-TROSY-Spektrums.

;SG-TROSY
;avance-version
;J.Weigelt, JACS 120(1998), 10778-10779

;$OWNER=nmrsu
#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>
#include <Delay.incl>

"p2=p1*2"
"p4=p3*2"
"p22=p21*2"
"p16=1m"
"p28=40u"
  
"d0=4u"
"d16=100u"
"d19=90u"
"d25=2.65m"
"d26=2.65m"
"d27=2.65m"
"TAU=d26-p16-d16-4u"
"TAU2=d25-p16-d16-4u"
"DELTA1=d0*2+p3*4+6u+p16+d16"
"DELTA2=d27-4u-p16-d16"
"DELTA3=(d19*2-p22)*0.5"
"DELTA4=DELTA1-p16-d16-p21-8u"

"CEN_HN1=(p21-p1)/2"
"CEN_HN2=(p22-p2)/2"

1 ze 
  d11
2 d11
  d1 pl1:f1 pl2:f2 pl3:f3 
  50u UNBLKGRAD
  (p1 ph1)
  4u
  p16:gp1
  d16
  TAU2
  (CEN_HN2 p2 ph2) (p22 ph10):f3
  4u
  TAU2
  p16:gp1
  d16
  (p1 ph11) 
  4u
  p16:gp2*EA*-1
  d16
  (p21 ph3):f3          ;; ph2=1; ph3=13            
  d0
  (p3 ph1 3u p4 ph2 3u p3 ph1):f2
  d0
  p16:gp2*EA
  d16

  (p1 ph4)                       ;; ph4=1, invert for second FID
  4u
  p16:gp3
  d16
  TAU
  (CEN_HN2 p2 ph2) (p22 ph1):f3
  4u
  TAU
  p16:gp3
  d16
  (p1 ph5) 
  DELTA1
  (p21 ph6):f3          ;;ph5=2, ph6=1
  4u
  p16:gp4
  d16 pl18:f1
  DELTA2
  p28*0.231 ph8
  d19*2
  p28*0.692 ph8
  d19*2
  p28*1.462 ph8
  DELTA3
  (p22 ph1):f3
  DELTA3
  p28*1.462 ph9
  d19*2
  p28*0.692 ph9
  d19*2
  p28*0.231 ph9
  4u
  DELTA2
  p16:gp4
  d16
  (p21 ph7):f3                 ;; ph7=0 . invert for second FID
  4u
  p16:gp2*0.1013
  d16
  DELTA4
  4u BLKGRAD
  go=2 ph31
  d11 mc  #0 to 2 F1EA(igrad EA & ip4*2 & ip7*2, id0 & ip3*2 
& ip10*2 & ip31*2)
exit 
  

ph1=0 0 1 1 2 2 3 3
ph2=1 1 2 2 3 3 0 0
ph3=1 3 2 0 3 1 0 2
ph4=1 1 2 2 3 3 0 0
;;ph4=3 3 0 0 1 1 2 2
ph5=2 2 3 3 0 0 1 1
ph6=1 1 2 2 3 3 0 0
ph7=0 0 1 1 2 2 3 3
;;ph7=2 2 3 3 0 0 1 1
ph8=0 0 1 1 2 2 3 3
ph9=2 2 3 3 0 0 1 1
ph10=0 0 1 1 2 2 3 3
ph11=3 3 0 0 1 1 2 2
ph31=0 2 1 3 2 0 3 1

;  gradients:   p16 = 1ms
;               gpz1 =  50%
;               gpz2 = -80%
;               gpz3 = -30%
;               gpz4 = -65%
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