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Summary

Rhodopsin, the visual pigment of rod outer segments of vertebrate photoreceptor cells, is the

prototype of a G-protein coupled receptor (GPCR). Absorption of a single photon activates

rhodopsin, which converts to a series of photointermediates. Metarhodopsin II (metaII) inter-

acts with the G-protein transducin, thereby initiating the signaling cascade. The termination

of the light response is accomplished by the phosphorylation of rhodopsin and the subsequent

tight binding of arrestin to phosphorylated metaII. A sequential multi-site binding model for

arrestin implicates engagement of two arrestin sites, the activation and the phosphorylation

recognition sensor. Until now, there is no high resolution structure of transducin or arrestin in

complex with light activated rhodopsin.

The aim of this work was the structure determination of a tranducin or arrestin derived peptide

in the rhodopsin bound state. Membrane embedded rhodopsin is not suitable for observation

by liquid state NMR. However, transferred nuclear Overhauser effect (TrNOE) and transferred

residual dipolar couplings (TrRDC) recorded on the free form of a peptide report on the mem-

brane protein bound peptide conformation provided that there is sufficiently fast exchange

between free and bound peptide.

A library of synthetic peptides was screened for candidates that bind to metaII with an affi-

nity that is in the range most suitable for TrNOE/TrRDC experiments. The peptides mimic

previously identified binding regions from the G-protein transducin and the regulatory protein

arrestin which interact with metaII in visual signal transduction.

The loop region between β -strands V and VI of arrestin is currently discussed as part of the

activation recognition site. TrNOE and TrRDC data showed that peptides which correspond to

this loop region transiently bind to activated, unphosphorylated rhodopsin.

TrNOE-derived proton-proton distances characterising the receptor-bound peptide were used

as restraints in molecular dynamics-based simulated annealing protocols implemented in Xplor-

NIH for structure calculation of the arrestin derived peptide Arr(67-77). Additionally, TrRDC

data of uniformly 15N-labeled Arr(67-77) showed that the peptide seems to be appropriate for

orientation determination, since 1JNH splittings measured directly after light activation showed

the expected time dependent exponential decay.

It was possible to solve the structure of an arrestin peptide in the receptor bound state by

TrNOE data for the first time. The peptide Arr(67-77) reflects the loop region between β -

strands V and VI of the parent arrestin molecule. In the crystal structure of inactive arrestin

iii



this region is unstructured and perhaps flexible. Binding to light activated rhodopsin indu-

ces an α-helical structure between residues E70 und M75. The presented data indicate that

Arr(67-77) most probably is part of the activation recognition sensor in the multi-site mecha-

nism of arrestin-rhodopsin-binding.
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Zusammenfassung

Rhodopsin ist das Sehpigment der Stäbchenzellen der Vertebraten und der Prototyp eines G-

Protein gekoppelten Rezeptors. Durch die Absorption eines Photons wird Rhodopsin aktiviert

und dabei in eine Reihe von Zwischenzuständen umgewandelt. Metarhodopsin II (MetaII) in-

teragiert mit dem G-Protein Transduzin und löst dadurch die Signalkaskade aus. Diese wird

beendet, indem Rhodopsin phosphoryliert und anschließend von Arrestin mit hoher Affinität

gebunden wird. Ein Modell beschreibt, dass zwei Arrestin-Erkennungsstellen an dieser Bin-

dung beteiligt sind, die sogenannte Aktivierungserkennungsstelle und die Phosphorylierungs-

erkennungsstelle. Bis heute gibt es jedoch noch keine hochaufgelöste Struktur von Transduzin

oder Arrestin im Komplex mit lichtaktiviertem Rhodopsin.

Das Ziel dieser Arbeit war die Strukturaufklärung eines Transduzin- oder Arrestinpeptids im

Rhodopin gebundenen Zustand. Rhodopsin ist in den Diskmembranen der Stäbchenzellen lo-

kalisiert und eignet sich nicht für die Flüssig-NMR-Spektroskopie. Der transferierte Kern-

Overhauser-Effekt (TrNOE) und die transferierte Restdipolkopplung (TrRDC), die an der frei-

en Form eines Peptids detektiert werden, enthalten jedoch Informationen über den gebundenen

Zustand des Peptids. Voraussetzung dafür ist, dass sich die freie und gebundene Form des Pep-

tids im schnellen Austausch befinden.

Eine Reihe synthetischer Peptide wurde auf deren Wechselwirkungsverhalten mit MetaII und

deren Eignung für TrNOE/TrRDC-Experimente untersucht. Die Peptide entsprechen bereits

identifizierten Bindestellen des G-Proteins Transduzin und des regulatorischen Proteins Ar-

restin, welche beide während der visuellen Signaltransduktion an MetaII binden.

Die Region des Loops zwischen den β -Strängen V und VI des Arrestins wird zur Zeit als

Teil der Aktivierungserkennungsstelle diskutiert. Basierend auf den ermittelten TrNOE- und

TrRDC-Daten konnte gezeigt werden, dass Peptide, die der Aminosäuresequenz dieser Loop-

region entsprechen, an aktiviertes, unphosphoryliertes Rhodopsin binden.

Abstände zwischen Protonen, die über TrNOE ermittelt wurden, charakterisieren die Struk-

tur des rezeptorgebundenen Peptids und wurden als struktureinschränkende Parameter für die

Strukturberechnung des Arr(67-77)-Peptids durch in Xplor-NIH implementierte Moleküldy-

namik-Protokolle verwendet. Zusätzlich zeigten die TrRDC-Messungen des [U-15N]-angerei-

cherten Arr(67-77), dass das Peptid sich für die Bestimmung der Orientierung im Rhodopsin

gebundenen Zustand eignet, denn die 1JNH-Aufspaltungen, die direkt nach der Photoaktivie-

rung gemessen wurden, zeigten den erwarteten zeitabhängigen exponentiellen Verlauf.
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Es konnte das erste Mal die Struktur eines Arrestin-Peptids im Rhodopsin gebundenen Zu-

stand mittels TrNOE gelöst werden. Das Peptid Arr(67-77) entspricht der Loopregion zwi-

schen den β -Strängen V und VI des Arrestins. In der Kristallstruktur des inaktiven Arrestins

ist diese Region unstrukturiert und möglicherweise flexibel. Die Bindung an photoaktivier-

tes Rhodopsin induziert eine α-helikale Struktur zwischen den Aminosäuren E70 bis M75.

Aus den Ergebnissen dieser Arbeit kann geschlußfolgert werden, dass Arr(67-77) höchstwahr-

scheinlich Teil der Aktivierungserkennungsstelle beimMechanismus der Arrestin-Rhodopsin-

Bindung ist.
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Im Tierreich gibt es eine Vielzahl verschiedener Augentypen, die sich in ihrer Morphologie,

ihrem ontogenetischen Ursprung und ihrer Komplexität stark unterscheiden. Diese reichen

von primitiven Pigmentbecheraugen über Komplexaugen bis hin zu komplizierten Einzellin-

senaugen, die vor allem bei Vertebraten und Cephalopoden auftreten. Die essentielle Funktion,

die alle Augen gemeinsam haben, ist Licht in chemische Energie umzuwandeln. Lange wurde

vermutet, dass Augen sich während der Evolution phylogentisch unabhängig voneinander ent-

wickelten. Genetische Studien zeigten jedoch, dass bei allen Organismen die Pax-Genfamilie

bei der Augenentwicklung eine wichtige Rolle spielt (Kozmik 2008).

Das Linsenauge der Vertebraten besteht aus dem Bulbus oculi (Augapfel) und dem Nervus op-

ticus (Sehnerv). Der dioptrische Apparat des Auges ist ein zusammengesetztes Linsensystem,

das auf der Retina (Netzhaut) ein umgekehrtes und verkleinertes Bild der Umwelt entwirft.

Die Lichtstrahlen müssen zunächst die Cornea (Hornhaut) und die vordere Augenkammer pas-

sieren. Mittels der zwischen Iris (Regenbogenhaut) und Glaskörper liegenden Linse werden

sie unterschiedlich stark gebrochen, dann fokusiert und schließlich auf die Retina projiziert.

Die Retina grenzt an die Chorioidea (Aderhaut), die wiederum die Sklera (Lederhaut) von

innen auskleidet. Sie ist der Teil des Auges, in welchem die neuronale Verarbeitung des Licht-

reizes stattfindet. In Abb. 1.1A ist der Querschnitt durch ein humanes Linsenauge, das elek-

tromagnetische Strahlen mit einer Wellenlänge zwischen 400 bis 750 nm wahrnehmen kann,

abgebildet.
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Die Retina entsteht während der Ontogenese aus einer Ausstülpung des Zwischenhirnbodens

und kann deshalb als vorgelagerter Hirnteil betrachtet werden. Sie besteht aus zwei Teilen,
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der lichtempfindlichen Pars optica und der blinden Pars iridica. Die Pars optica enthält ein

komplexes neuronales Netzwerk spezialisierter Zellen, die in die Reizweiterleitung involviert

sind (s. Abb. 1.1B).

Die Photorezeptorzellen wandeln den Lichtreiz in ein elektrisches Signal um und leiten die

Information vertikal an die bipolaren Zellen der Retina weiter. Die Photorezeptor- und Bi-

polarzellen sind wiederum lateral mit den Horizontalzellen über Synapsen verknüpft. Diese

beeinflussen den Informationsfluss, indem sie Signale einer Photorezeptorzelle an benachbar-

te Rezeptoren oder Biopolarzellen weiterleiten oder hemmen. Die Bipolarzellen senden das

Signal vertikal an die Ganglienzellen. Diese beiden Zelltypen sind ebenfalls lateral über so-

genannte Amakrinzellen verknüpft. Analog zu den Horizontalzellen, leiten Amakrinzellen die

Signale einer Bipolarzelle an mehrere Ganglienzellen regulatorisch weiter. Die gebündelten

Axone der Ganglienzellen bilden den Nervus opticus und sind schließlich die letzte Stufe der

visuellen Signaltransduktion zum Gehirn.

Die Müller-Zellen der Retina sind Gliazellen, die einerseits eine Stützfunktion ausüben und

die Neuronen untereinander isolieren. Andererseits tragen sie zur Homöostase bei, indem sie

physiologische Aufgaben übernehmen.

Eine kleine Grube, die auf der Retina lokalisiert ist, wird als Fovea centralis oder auch als soge-

nannter gelber Fleck bezeichnet. Dies ist der Punkt des schärfsten Sehens. Er ist ausschließlich

mit den Sehsinneszellen der Zapfen angereichert und deshalb für das Tageslichtsehen verant-

wortlich. An der Austrittsstelle der Axone aus der Retina sind keine Sinneszellen vorhanden.

Deshalb wird diese sogenannnte Papilla bzw. Discus nervi optici auch als blinder Fleck be-

zeichnet.
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Bei Vertebraten gibt es zwei Typen von Photorezeptorzellen, die aufgrund ihrer Form in Stäb-

chen und Zapfen untergliedert sind. Eine humane Retina besteht in etwa aus fünf Millionen

Zapfen und 100 Millionen Stäbchen (Müller & Kaupp 1998).

Neben ihrer Form unterscheiden sich Stäbchen und Zapfen in deren Absorptionseigenschaften

und der damit verbundenen Lichtsensitivität. Die Photorezeptoren der Stäbchenzellen haben

ein Absorptionsmaximum bei 500 nm. Sie sind für das skotopische Sehen zuständig, bei wel-

chem Helligkeitsunterschiede wahrgenommen werden. Die Zapfen werden in Rot-, Grün- und

Blauzapfen untergliedert, da bei ihnen drei verschiedene Rezeptortypen mit unterschiedlichen
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 !!"#$%&' ()(* Das Auge. A Schematischer Horizontalschnitt durch das rechte Auge (verändert nach Schmidt
et al. (2000)). B Aufbau der Primatennetzhaut (verändert nach Schmidt et al. (2000)) C Sche-
matischer Aufbau eines Stäbchens (verändert nach Palczewski (2006)) D Normierte spektrale
Absorptionskurven der Blauzapfen (B), Grünzapfen (G), Rotzapfen (R) und der Stäbchen (S)
in der humanen Retina (verändert nach Schmidt et al. (2000)).

Absorptionsmaxima bei 570 nm, 535 nm und 440 nm auftreten. Sie übernehmen die Funktion

des photopischen Sehens, d. h. der Farbwahrnehmung. In Abb. 1.1D sind Ausschnitte der Ab-

sorptionsspektren der verschiedenen Photorezeptortypen abgebildet.

Stäbchenzellen sind weitaus lichtempfindlicher als Zapfen. Sie haben die Fähigkeit, ein ein-

zelnes Photon zu detektieren, während Zapfen mindestens 200 Lichtquanten brauchen, um ein

Signal weiterzuleiten.

Beide Zelltypen bestehen aus einem inneren und einem äußeren Segment, die über ein Cili-

um miteinander verbunden sind (s. Abb. 1.1C). Im inneren Segment sind Mitochondrien, der

Golgi-Apparat, das endoplasmatische Retikulum sowie der Nukleus lokalisert. Es übernimmt
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die Funktion der Proteinbiosynthese und ist an dessen Ende über eine Synapse mit einer bipo-

laren Zelle verknüpft.

Das langgestreckte äußere Segment des Stäbchens misst beimMenschen etwa 1 µm imDurch-

messer und 40 µm in der Länge. Es ist auf die Funktion der Photorezeption spezialisiert und

enthält die dafür notwendigen Kompartimente, die sogenannten Diskmembranen. Sie beste-

hen aus scheibchenförmigen, abgeflachten Doppellipidschichten, in welchen das Photorezep-

tormolekül Rhodopsin zahlreich eingelagert ist. Die Diskmembranen sind stapelförmig sehr

dicht angeordnet und werden von der Plasmamembran des äußeren Segmentes umhüllt. Die

schmalen Zwischenräume zwischen den Diskmembranen selbst und der Plasmamembran sind

mit Cytoplasma gefüllt. Die Zahl der ungefähr 16 nm dicken Diskmembranen variiert je nach

Spezies zwischen 500 bis 2000 pro Stäbchenzelle.

Die verringerte Lichtempfindlichkeit der Zapfen liegt u. a. an deren Morphologie, sowie einer

verminderten Verknüpfung mit den nachgeschalteten Zelltypen. Sie besitzen keine isolierten

Diskmembranen. Die Lumina der Lamellen öffnen sich hier gegen das Zelläußere und sind

ebenfalls stapelförmig angeordnet. Die Sehpigmente der Zapfen sind deshalb in der Plasma-

membran lokalisiert.

Die Photorezeptorzellen sind mit ihrem äußeren Segment im Pigmentepithel verankert, das

sich auf der vom Licht abgewandten Seite der Retina befindet. Die Retina der Vertebraten

wird deshalb auch als inverse Retina bezeichnet.
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Während des Photozyklus findet die visuelle Signaltransduktion statt. Dabei wird im neurona-

len Netzwerk des Auges ein physikalisches Signal in Form einer elektromagnetischen Welle

über ein biochemisches in ein elektrisches Signal umgewandelt. Das dunkeladaptierte Seh-

pigment Rhodopsin besteht aus dem Apoprotein Opsin und dem inkorporierten Chromophor

11-cis-Retinal (s. Abb. 1.2). Durch die Absorption eines Photons isomerisiert 11-cis-Retinal

zu all-trans-Retinal und induziert dadurch eine Strukturumwandlung des Photorezeptors. Rho-

dopsin relaxiert thermisch über mehrere spektroskopisch unterscheidbare Zwischenprodukte

wie Bathorhodopsin und Lumirhodopsin zu Metarhodopsin I (MetaI). MetaI befindet sich im

dynamischen Gleichgewicht mit der enzymatisch aktiven Form des Rhodopsins, dem Me-
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 !!"#$%&' ()*+ Der Photozyklus des Rhodopsins. Photozyklus des Rhodopsins mit spektroskopisch detek-
tierbaren Zwischenstufen, die aufgrund ihrer unterschiedlichen Absorptionsmaxima über spek-
troskopische Methoden bei niedriger Temperatur oder durch Lichtimpuls induzierte Photolyse
bei Raumtemperatur detektiert werden können. Durch die Absorption eines Protons isomeri-
siert 11-cis-Retinal zu all-trans-Retinal und induziert eine Strukturumwandlung des Rezeptors.
Rhodopsin relaxiert thermisch über Photo-, Batho-, BSI und Lumirhodopsin zu MetaI. Die
größte Konformationsänderung findet beim Übergang in den MetaII-Zustand statt, welcher sich
im Gleichgewicht mit seinem Vorgänger MetaI befindet. MetaII ist die aktivierte und G-Protein
Transduzin bindende Form des Rezeptors. Die Deprotonierung der Schiff’schen Base führt zu
einer hypsochromen Verschiebung des Absorptionsmaximums zu 380 nm. MetaII wird entwe-
der von der Rhodopsinkinase phosphoryliert (P-MetaII) oder zerfällt thermisch entweder direkt
oder über MetaIII zu Opsin und all-trans-Retinal. P-MetaII hat eine hohe Affinität zu Arres-
tin. Bindet Arrestin an P-MetaII wird die Interaktion mit Transduzin sterisch blockiert und die
Enzymkaskade dadurch beendet (verändert nach Ernst & Bartl (2002)).
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tarhodopsin II (MetaII). Bei diesem Übergang in die aktive Form erfährt das Photorezeptor-

molekül die stärkste Strukturumwandlung (s. u. Kap. 1.3.1). MetaII bindet und aktiviert das

G-Protein Transduzin und löst dadurch die Signalamplifikation aus (Ernst & Bartl 2002).

Im inaktiven Zustand bildet Tranduzin einen heterotrimeren Komplex aus der guanylnukleo-

tidbindenden Tα -Domäne sowie den Untereinheiten Tβund Tγ . Als Folge der Lichtaktivie-

rung binden Transduzinmoleküle an Rhodopsin, wobei das Signal konvertiert und amplifi-

ziert wird. Dieser Vorgang ist mit dem Austausch von GDP durch GTP und dem Komplex-

zerfall zu Tα und dem Heterodimer Tβγ verbunden. Freies GTP-gebundenes Tα aktiviert

wiederum die Phosphodiesterase (PDE). Sie besteht aus vier Untereinheiten und zwar der

PDEα - und PDEβ -Untereinheit sowie zwei kleinen inhibitorischen PDEγ -Untereinheiten. Die

PDEγ -Untereinheiten unterdrücken im dunkeladaptierten Zustand die katalytische Aktivität

der strukturell ähnlichen PDEα - und PDEβ -Untereinheiten.

Tα -GTP binden die PDEγ -Untereinheiten, wodurch die PDEα - und PDEβ -Untereinheiten ak-

tiviert werden. Die aktivierte PDE hydrolisiert cGMP zu 5’-GMP. Durch das Absinken der

cGMP-Konzentration schließen sich die cGMP-gesteuerten Na+-Ionenkanäle, was eine Hy-

perpolarisation der Stäbchenzelle zur Folge hat. Damit verbunden ist eine verringerte Trans-

mitterausschüttung an der Synapse des inneren Segments, die von den nachgeschalteten Bipo-

larzellen realisiert wird. Das biochemische Signal ist zu einem elektrischen Signal geworden.

Während des Photozyklus entsteht ein weiteres Zwischenprodukt, das Metarhodopsin III (Me-

taIII). MetaIII ist ein Seitenprodukt des MetaII-Zerfalls und wird deshalb als Speicherform des

all-trans-Retinals diskutiert (Heck et al. 2003; Ritter et al. 2004; Zimmermann et al. 2004).

Um die Kaskade der visuellen Signaltransduktion zu beenden, ist es notwendig das Photoin-

termediat MetaII zu inaktivieren. Daran sind zwei regulatorische Proteine beteiligt, die Rho-

dopsinkinase (RK) und Arrestin.

Die RK konkurriert mit Transduzin um die Bindung an MetaII. Die Konzentration an RK in

der Stäbchenzelle ist ca. hundertfach geringer als die des Tranduzins. Deshalb werden meh-

rere hundert Tranduzin-Moleküle aktiviert, bevor ein RK-Molekül mit dem katalytisch akti-

ven MetaII wechselwirken kann. Sobald die RK an MetaII bindet, kann keine Aktivierung

des Transduzins mehr stattfinden. Die RK phosphoryliert Serin-Reste am C-Terminus des ak-

tivierten Rhodopsins. Phosphoryliertes Rhodopsin hat nun eine hohe Affinität zum Protein

Arrestin. Bindet Arrestin an phosphoryliertes Rhodopsin, ist die Interaktion mit Transduzin

sterisch blockiert. Die Enzymkaskade wird dadurch beendet.

Die Dissoziation des Arrestins vom inaktivierten Rezeptor ist mit der Freisetzung des Chromo-

phors verbunden und Rhodopsin zerfällt in seine Komponenten Opsin und all-trans-Retinal.
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Durch eine Proteinphosphatase wird Opsin dephosphoryliert. Opsin assoziiert schließlich wie-

der mit regeneriertem 11-cis-Retinal spontan zu einem neuen Rhodopsinmolekül im Grund-

zustand.
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Rhodopsin ist der Prototyp eines G-Protein gekoppelten Rezeptors (GPCR, engl. G-protein

coupled receptor). GPCR stellen die größte und vielseitigste Familie von Membranrezeptoren

dar. Sie sind heptahelikale Transmembranproteine, die über ein externes Signal eine Struk-

turumwandlung erfahren. In Folge der Konformationsänderung binden und aktivieren diese

Rezeptoren heterotrimere G-Proteine, die schließlich für die Signalamplifikation innerhalb

der Zelle verantwortlich sind.

Rhodopsin ist das Photorezeptormolekül der visuellen Signaltransduktion und dient schon

seit Jahrzehnten als Modellprotein zur Erforschung der Struktur, Genetik und biochemischer

Mechanismen der weitverbreiteten GPCR. Es nimmt 90 % des Proteinanteils einer Diskmem-

bran ein, was in etwa 50 % der Diskmembranoberfläche entspricht. Bovines und humanes

Rhodopsin weisen eine Sequenzhomologie von 93,4 % auf. Mittels relativ einfacher Präpara-

tionstechniken kann bovines Rhodopsin innerhalb seiner nativen Lipidumgebung isoliert und

anschließend untersucht werden.

Rhodopsin ist der erste GPCR, dessen dreidimensionale Struktur im Grundzustand mittels

Kristallstrukturanalyse aufgeklärt werden konnte (Palczewski et al. 2000). Ebenfalls konnten

die Kristallstrukturen verschiedener Photointermediate des Rhodopsins (Nakamichi & Okada

2006; Salom et al. 2006) sowie kürzlich die des ligandenfreien Opsins gelöst werden (Park

et al. 2008). Neben der des Evertebraten-Rhodopsins des Tintenfischs Todarodes pacificus

(Murakami & Kouyama 2008) sind inzwischen auch die Strukturen zweier Isoformen eines

weiteren GPCRs, des β -adrenergen Rezeptors bekannt (Cherezov et al. 2007; Warne et al.

2008).

Rhodopsin besteht aus dem 39 kDa großen Apoprotein Opsin und dem Chromophor 11-cis-

Retinal. Das 348 Aminosäuren lange Protein enthält sieben die Membran durchspannende

α-Helices (Helix I - VII) und eine kleine cytoplasmatische Helix VIII. Das Chromophor 11-
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cis-Retinal befindet sich im hydrophoben Transmembranbereich. Im dunkeladaptierten Zu-

stand ist es über eine protonierte Schiff’sche Base mit der Seitenkette K296 verbunden, die

sich in der Mitte der Helix VII befindet. Die positive Ladung wird über das Gegenion der

Aminosäure E113 neutralisiert, wodurch der Grundzustand stabilisiert wird. Es wurde postu-

liert, dass ein Aufbrechen der Salzbrücke, eine Bewegung der Helix VI zur Folge hat (Kim

et al. 2004). Dabei findet ein Protonentransfer von E181 über ein H2O-Molekül und S186 auf

E113 statt. Als Konsequenz fungiert E181 nun als Gegenion, welches eine neue Salzbrücke mit

all-trans-Retinal ausbildet (Yan et al. 2003).

Die posttranslationalen Modifikationen bestehen aus einer Actetylierung des C-Terminus so-

wie zweier Glykosilierungen an den Asparagin-Resten N2 und N15. Die Stabilität des α-

helikalen Transmembranbereichs wird durch eine Disulfidbindung zwischen den Aminosäu-

ren C110 und C187, die unter den GPCR hoch konserviert sind, stabilisiert. Die Reste C322 und

C323 sind palmitoyliert und dadurch in der Membran verankert. Die intrazelluläre Helix VIII

(K311 bis L321) wird über diese Palmitoylreste an die Membran gezogen und über hydrophobe

Seitenketten der Helices I und VII stabilisiert. Der C-Terminus von G324 bis A348 ist eben-

falls im Cytoplasma lokalisiert und im dunkeladaptierten Zustand flexibel (Getmanova et al.

2004). Innerhalb der C-terminalen Region befinden sich auch zahlreiche Serin und Threonin-

Reste, die als fakultative Phosphorylierungsstellen dienen. Die Präferenz zur Phosphorylie-

rung liegt jedoch bei den Aminosäuren S334, S338 und S343. Es konnte gezeigt werden, dass in

einem phosphorylierten Peptidanalogon der C-terminalen Rhodopsinregion die Bildung einer

α-Helix induziert wird, sobald es an Arrestin bindet (Kisselev et al. 2004).

Die sieben Transmembranhelices sind über drei extrazelluläre bzw. intradiskale Loops und

drei cytoplasmatische Loops miteinander verbunden. Die intradiskalen Verbindungen beste-

hen aus einem kurzen Loop (EI) zwischen G101 und F105, einer Schleife (EII) zwischen

V173 und T198, die Helix IV und V miteinander verbinden und den Aminosäuren T277 bis P285

(EIII) zwischen Helix VI und VII. Der Loop EII könnte zusammen mit dem ebenfalls intra-

diskalen N-Terminus als „Verschlusskappe“ der Retinal-Bindungstasche dienen (Bourne &

Meng 2000).

Die drei intrazellulären Verbindungen bestehen aus den Loops Q64 bis P71 (CI), E134 bis H152

(CII) und Q225 bis R252 (CIII). Der Bereich zwischen Helix VII und den palmitoylierten

C322- und C323-Resten, in welchem sich die kurze Helix VIII befindet, wird oftmals auch

als cytoplasmatischer Loop CIV bezeichnet. In Abb. 1.3 wird der schematische Aufbau eines

Rhodopsin-Moleküls gezeigt.
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 !!"#$%&' ()*+ Schematischer zweidimensionaler Aufbau des Rhodopsinmoleküls. Rhodopsin besteht aus
sieben Transmembranhelices und einer kleinen cytoplasmatischen Helix VIII, sowie drei cy-
toplasmatischen Loops (CI, CII, CIII) und drei intradiskalen Loops (EI, EII, EIII). Eine Di-
sulfidbrücke zwischen C110 und C187 (gelb) stabilisiert den Transmembranbereich. Das Chro-
mophor 11-cis-Retinal ist im dunkeladaptierten Zustand über eine protonierte Schiff’sche Ba-
se mit K296 (violett) in Helix VII verbunden. Die positive Ladung wird durch das Gegenion
E113 (blau) neutralisiert. Es wurde postuliert, dass infolge der Strukturumwandlung in den ak-
tivierten Zustand E181 (blau) als neues Gegenion fungiert (Yan et al. 2003). Posttranslationale
Modifikationen bestehen aus zwei Glykosilierungen der N2 und N15 (rot), einer Acetylierung
des M1 (orange) und zwei Palmitoylierungen der C322 und C323 (hellgrün). Die favorisierten
Phosphorylierungsstellen S334, S338 und S343 liegen im flexiblen C-terminalen Bereich. Die
Bereiche (D/E)R(Y/W) und NPXXY (grau) in Helix III bzw. Helix VII sind unter den GPCR
hochkonserviert und gelten als wichtig für die Strukturumwandlung in die aktivierte Form des
Rezeptors (verändert nach Palczewski (2006)).
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Eine hochkonservierte Region in der Unterfamilie A der GPCRs ist das (D/E)R(Y/W) Motif

des Loops CII, welches bei bovinem und humanemRhodopsin aus dem Tripeptid E134R135Y136

besteht (Mirzadegan et al. 2003). Die E134-Carboxylgruppe bildet eine Salzbrücke mit R135.

Diese Aminosäure wiederum interagiert mit E247 und T251. E134 befindet sich direkt an der

Lipid-Wasser-Grenzfläche und ist deshalb sehr sensitiv für kleine chemische Veränderungen

in der direkten Umgebung. Wenn E134 protoniert wird, kann Rhodopsin in den aktivierten

Zustand umgewandelt werden (Periole et al. 2004). Das hochkonservierte NPXXY Motifs

(NPVIY) zwischen Helix VII und Helix VIII spielt wohl ebenfalls eine wichtige Rolle bei

der Umstrukturierung und ist wahrscheinlich an der G-Protein-Bindung beteiligt (Fritze et al.

2003).

Mehrere Studien konnten zeigen, dass die cytoplasmatischen Loops CII und CIII, sowie die

cytoplasmatische Helix VIII an der Transduzin-Bindung beteiligt sind.

Diskutiert wird in den letzten Jahren eine Dimerisierung G-Protein gekoppelter Rezeptoren.

Die Dimerisierung von Rhodopsinmolekülen in der Diskmembran konnte mittels Rasterkraft-

mikroskopie nachgewiesen werden (Fotiadis et al. 2003). Eine Dimerisierung wurde bereits

auch für andere GPCR beobachtet (George et al. 2002; Angers et al. 2002). Ob Rhodopsin nur

als Oligomer eine funktionelle Einheit bildet oder ein Monomer für die Signaltransduktion

ausreichend ist, wird derzeit kontrovers diskutiert.
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Tranduzin gehört zu den GTP-bindenden Proteinen, die eine Schlüsselrolle bei der Signal-

transduktion zwischen Rezeptor und Second-Messenger-Systemen spielen. Man unterschei-

det zwischen membranständigen heterotrimeren G-Proteinen und cytosolischen, sogenannten

kleinen G-Proteinen.

Das G-Protein Tranduzin ist ein Heterotrimer aus den Untereinheiten Tα (350 AS, 40 kDa),

Tβ (340 AS, 37,4 kDa) und Tγ (74 AS, 8,5 kDa) und ist über posttranslationale Modifi-

kationen, d. h. einer Myristoylierung der Tα -Untereinheit und einer Farnesylierung der Tγ -

Untereinheit in der Oberfläche der Diskmembran verankert.

Transduzin wird durch die Bindung an MetaII aktiviert. Diese Wechselwirkung katalysiert

einen Austausch von GDP zu GTP an der Tα -Domäne. Das Heterotrimer dissoziiert dann in

die Untereinheit GTP-Tα sowie das Heterodimer Tβγ . Transduzin übernimmt die Funktion
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der Signalweiterleitung und Amplifikation in der Photorezeptorzelle. Die Kristallstruktur des

heterotrimeren Holoproteins wurde bereits 1996 von Lambright et al. (1996) gelöst.

Tα besteht aus drei verschiedenen strukturellen Komponenten. Die Ras-like GTPase-Domäne

wird aus einem sechssträngigen β -Faltblatt gebildet, welches von sechs α-Helices umgeben

ist. Die sogenannte α-helikale Domäne besteht aus einer langen und fünf kurzen α-Helices so-

wie einer N-terminalen α-Helix. Die Nukleotidbindetasche befindet sich in einer tiefen Spalte

zwischen der GTPase- und der helikalen Domäne.

Die Tβ -Untereinheit besteht aus einer N-terminalen Helix, gefolgt von sieben β -Faltblättern

mit jeweils vier antiparallelen Strängen. Aufgrund dieser Anordnung wird sie auch β -Propeller-

Untereinheit genannt.

Die Tγ -Untereinheit besteht wiederum aus zwei α-Helices und bildet keine Tertiärstruktur aus.

Die N-terminale Helix der Tγ -Untereinheit bildet eine Knäuel-Knäuel-Konformation mit der

N-terminalen Helix der Tβ -Untereinheit. Zusätzlich interagiert der Rest der Tγ -Untereinheit

mit dem sogenannten β -Propeller und stabilisiert die Bindung der beiden Untereinheiten.

Die Interaktion zwischen Tα und Tβ findet an zwei verschiedenen Grenzflächen statt. Die-

se Interaktionsstellen werden als switch interface und N-terminal interface bezeichnet. Ers-

tere erfährt bei der Aktivierung der Tα -Untereinheit aufgrund des Nukleotidaustauschs eine

Konformationsänderung. Dadurch werden die Kontakte zur Tβ -Untereinheit unterbrochen und

Tβγ kann von Tα entlang der Membran wegdiffundieren.

Die C-terminalen Regionen Tα (340-350), Tα (311-328) und Tγ (60-71) sind hauptsächlich an

der Rezeptorerkennung beteiligt (Hamm et al. 1988; Kisselev et al. 1999; Gautam et al. 1998).

Es gibt jedoch auch Untersuchungen, die Kontakte zwischen der N-terminalen Helix Tα (8-23)

und dem aktivierten Rezeptor nachweisen (Hamm et al. 1988; Onrust et al. 1997).
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Sämtliche Organismen, die zur Klasse der Mammalia gehören, exprimieren nur vier 4 ver-

schiedene Arrestine, die in die Regulation von über 1000 GPCR involviert sind. Sie überneh-

men die Funktion der Termination zahlreicher Signalkaskaden. Zwei Arrestintypen werden

aussschließlich in Photorezeptorzellen experimiert. Das visuelle Arrestin (oder Arrestin 1) ist

das Arrestin der Stäbchenzellen, während das cone-Arrestin (oder Arrestin 4) nur in Zapfen-

zellen vorkommt. Beide sind jeweils dafür verantwortlich, die visuelle Signaltransduktion zu

terminieren, indem sie an phosphoryliertes Rhodopsin bzw. Zapfen-Opsin binden. Diese Spe-

zifität für nur einen Rezeptortypen liegt bei den beiden nicht-visuellen β -Arrestinen (Arrestin
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2 u. 3) jedoch nicht vor. Sie regulieren die große Mehrheit der G-Protein gekoppelten Rezep-

toren (Vishnivetskiy et al. 2004). Dreidimensionale Kristallstrukturen der freien Form liegen

für visuelles Arrestin (Granzin et al. 1998; Hirsch et al. 1999), cone Arrestin (Sutton et al.

2005) und β -Arrestin 1 (Han et al. 2001; Milano et al. 2002) vor. Die Strukturen ähneln sich

in ihrer globulären Faltung untereinander stark.

Visuelles Arrestin liegt in der inaktiven Form unter physiologischen Bedingungen als freies

Tetramer überwiegend im Cytoplasma des inneren Segmentes der Stäbchenzelle vor (Hanson

et al. 2007). Durch die Lichtaktivierung des Photorezeptors findet eine Translokation des Ar-

restins in das äußere Segment statt (Nair et al. 2005). Die Termination der Signalkaskade und

die damit verbundene Bindung an phosphoryliertes Rhodopsin wird ausschließlich von mono-

merem Arrestin übernommen (Hanson et al. 2007). Bovines Arrestin ist ein 404 Aminosäuren

langes Protein mit einem Molekulargewicht von 45,3 kDa. Bisher sind Daten von Röntgen-

strukturanalysen bekannt, die sich hauptsächlich in der Auflösung der C-und N-Termini un-

terscheiden (Granzin et al. 1998; Hirsch et al. 1999). Die Arrestinstruktur wird von zwei

konkaven Elementen dominiert, die jeweils aus zwei antiparallelen vier- bis fünfsträngigen

β -Faltblättern bestehen (s. Abb. 1.4). Diese sogenannten Kuppeln sind über einen flexiblen

Bereich, der als hinge region bezeichnet wird, miteinander verbunden. An der N-terminalen

Kuppel befindet sich auf der konvexen Seite zusätzlich eine kurze α-Helix. Die N-terminale

Kuppel hat eine Tiefe von 24 Å und einen Durchmesser von 35 Å, während die C-terminale

Kuppel im Vergleich einen etwa 10 Å kleineren Durchmesser hat (Granzin et al. 1998).

Die Phosphaterkennungstelle R175 befindet sich am höchsten Punkt der N-terminalen Kuppel.

R175 ist Teil der zwischen beiden Domänen liegenden Region, die als polar core bezeich-

net wird. R175 bildet eine doppelte Salzbrücke mit D30 und D296 sowie Wasserstoffbrücken

zu D303. Geht Arrestin in die aktivierte rezeptorbindende Konformation über, werden diese

Wechselwirkungen gelöst. R175 liegt nun in exponierter Lage vor (Granzin et al. 1998; Hirsch

et al. 1999). Nach Vishnivetskiy et al. (1999) dient dieser polar core wahrscheinlich der Sta-

bilisierung der inaktiven Arrestin-Konformation.

Nach Granzin et al. (1998) hat der Loop G68 bis S78 zwischen den β -Strängen V und VI eine

Schalterfunktion bei der Rezeptorerkennung. Dieser Loop wird auch als „Finger-Loop“ be-

zeichnet und in der aktuellen Literatur stark diskutiert. Rekombinantes Arrestin, bei welchem

zehn zusätzliche Aminosäuren zwischen I72 und D73 insertiert wurden, zeigte eine deutlich

verringerte Bindungsaffinität zum Rezeptor, obwohl die Spezifität für die lichtaktivierte Form

erhalten blieb. Die Aktivität des Arrestins ging schließlich durch die Insertion des Decapepti-

des zwischen L77 und S78 vollständig verloren (Dinculescu et al. 2002). Neben der Phospho-
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 !!"#$%&' ()*+ Kristallstruktur des Arrestins. Kristallstruktur des freien Arrestins (Aminosäuren 6 bis 388,
J. Granzin, nicht publiziert) besteht aus einer N-terminalen Kuppel (blau) und einer C-
Terminalen Kuppel (grün), die jeweils aus zwei antiparallelen vier- bis fünfsträngigen β -
Faltblättern bestehen. An der N-terminalen Kuppel befindet sich auf der konvexen Seite zu-
sätzlich eine kurze α-Helix. Die Loopregion G68 bis S78 zwischen den β -Strängen V und VI
(gelb) wird zur Zeit als Teil der Aktivierungserkennungsstelle diskutiert.

rylierungserkennungsstelle scheint es deshalb noch eine weitere Rezeptorerkennungsstelle zu

geben, die mit den cytoplasmatischen Loops des Rhodopsins interagiert. Sie wird auch Akti-

vierungserkennungsstelle genannt (Gurevich & Benovic 1993).

Über intramolekulares Fluoreszenzquenching und EPR-Analysen markierter Arrestinmutan-

ten konnte gezeigt werden, dass der Loop zwischen den β -Strängen V und VI während der

Bindung an aktiviertes Rhodopsin eine Konformationsänderung erfährt und in die Rezeptor-

bindung involviert ist (Sommer et al. 2005; Sommer et al. 2007).

Der genaue Mechanismus der Arrestin-Rhodopsin-Interaktion ist bisher nicht bekannt, aller-

dings werden in der Literatur verschiedene Modelle propagiert. Es wird u. a. diskutiert, ob

Arrestin ein individuelles Rezeptormolekül oder ein Rhodopsindimer bindet. Sterisch könn-
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ten beide Kuppeln des Arrestinmoleküls bei der Rezeptorbindung beteiligt sein, wobei jedoch

die N-terminale Kuppel favorisiert wird. Es gibt jedoch auch Untersuchungen, die darauf hin-

deuten, dass jedes Arrestinmolekül nur ein einzelnes Rhodopsinmolekül bindet (Hanson et al.

2007).
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Die hochauflösende NMR-Spektroskopie ist neben der Methode der Kristallstrukturanaly-

se ein Verfahren, das Informationen über die atomar aufgelöste dreimensionale Raumstruk-

tur biologischer Makromoleküle liefert. Dreidimensionale Strukturen von Proteinen, Protein-

komplexen und Protein-Nukleinsäurekomplexen können dazu beitragen, die Funktionen und

Eigenschaften von Proteinen und die damit verbundenen physiologischen Mechanismen auf-

zuklären. Dazu zählen z. B. strukturelle Änderung, die infolge einer Komplexbildung oder

-dissoziation auftreten. Dabei ist ein Verständnis der biochemischen Prozesse auf molekularer

Ebene nicht nur von biologischem, sondern auch von medizinischem Interesse und kann die

gezielte Suche pharmakologisch wirksamer Substanzen unterstützen.

Das Phänomen der kernmagnetischen Resonanz wurde 1946 erstmalig von Bloch und Purcell

unabhängig voneinander nachgewiesen (Bloch et al. 1946; Purcell et al. 1946). Das Verfahren

der kernmagnetischen Resonanzspektroskopie (NMR, engl. nuclear magnetic resonance) hat

sich seit dessen Entdeckung zu einer vielseitigen und leitungsstarken Methode entwickelt.

Der Vorteil der NMR-Spektroskopie gegenüber der Kristallstrukturanalyse liegt darin, dass

das zu untersuchende Molekül unter physiologischen Bedingungen in Lösung untersucht wer-

den kann. Neben der Strukturbestimmung können daher auch die dynamischen Eigenschaften

innerhalb einer großen Zeitskala (ps bis s) untersucht werden, wie z. B. Faltungsprozesse und

Ligandinteraktionen.

Bei der NMR-Spektroskopie werden möglichst viele strukturelle Informationen aus den auf-

genommenen NMR-Spektren gesammelt (sogenannte struktureinschränkende Parameter), die

den aufgrund der kovalenten Geometrie theoretisch möglichen Konformationsraum des Bio-

polymers weiter einschränken. Diese liegen vorwiegend in Form von Abstandseinschränkun-

gen zwischen Protonen aus NOE-Kreuzresonanzen vor und werden aus Kern-Overhauser-

Effekt-Experimenten (NOE-Spektroskopie) gewonnen. Beschränkungen der Torsionswinkel
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aus skalaren Kopplungskonstanten können zusätzlich durch spezielle NMR-Experimente zur

Einschränkung des theoretisch möglichen Konformationsraums beitragen. Im letzten Schritt

werden mittels Distanzgeometrie bzw. Molekulardynamik-Simulationen Strukturmodelle be-

rechnet, die im Einklang mit allen experimentell gewonnenen NMR-Daten stehen und bei

denen im idealen Fall keine signifikanten Unterschiede innerhalb einer Strukturenschar zu be-

obachten sind.

Eine weitere bedeutende Entwicklung der letzten Jahre ist die Verwendung von Restdipol-

kopplungen (RDC, engl. residual dipolar coupling) innerhalb partiell orientierter Proteine

(Tjandra & Bax 1997). Diese sind eine wichtige Quelle der Strukturinformation und geben

Auskunft über die relative Orientierung von Untereinheiten oder Liganden in Bezug zum Bin-

dungspartner.

Die Größe der untersuchten Moleküle ist für die Flüssig-NMR nach oben beschränkt. Die ef-

fektive Rotationskorrrelationszeit τc, welche die thermische Bewegung des untersuchten Bio-

moleküls charakterisiert, nimmt stark mit dem Molekulargewicht des untersuchten Moleküls

zu. Die daraus resultierende transversale Spinrelaxation verursacht erhebliche Linienverbrei-

terungen und führt zur Verringerung der spektralen Auflösung oder sogar dem vollständigen

Signalverlust. Zusätzlich limitiert die schnelle transversale Spinrelaxation die Länge der Puls-

sequenz, wodurch ein effizienter Polarisationstransfer verhindert wird. In erster Linie schränkt

die schnelle transversale Spinrelaxtion in großen protonierten Molekülen jedoch die Anwen-

dung konventioneller Flüssig-NMR-Pulssequenzen auf Moleküle mit weniger als 30 kDa ein.

Deshalb werden dreidimensionale Strukturen großer Moleküle oder Molekülkomplexe mei-

stens mit der Röntgenkristallographie oder seit einiger Zeit auch mit der Festkörper-NMR-

Spektroskopie untersucht. Methodische Entwicklungen auf dem Gebiet der Flüssig-NMR-

Spektroskopie in den letzten Jahren eröffneten jedoch die Möglichkeit, immer größere Mole-

küle sowie Molekülkomplexe mittels Flüssig-NMR-Spektroskopie zu analysieren und ließen

eine präzisere Berechnung von Raumstrukturmodellen zu.

Die Entwicklung und Anwendung der 2D-NMR-Spektroskopie (Aue et al. 1976; Jeener 1976)

ermöglichte zunächst die Auflösung überlagerter Resonanzen. Durch verschiedene Korrelati-

onsmöglichkeiten zwischen einzelnen Kernspins wurden erstmals vollständige Resonanzzu-

ordnungen ermöglicht (Wagner & Wüthrich 1982). Die Verfahren der uniformen Isotopen-

anreicherung, mit den in der Natur nur selten vorkommenden Isotopen 15N und 13C, durch

bakterielle Überproduktion der Proteine (McIntosh & Dahlquist 1990; LeMaster 1994) und

die Weiterentwicklungen in der Technik der verwendeten Spektrometer sowie stärkere Mag-

netfelder mit supraleitenden Magneten, gepulste Magnetfeld-Gradienten (Kay 1995) und ge-
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formte RF-Pulse zur selektiven Anregung einzelner Spektralbereiche ermöglichten die Ent-

wicklung neuartiger, höherdimensionaler (3D/4D) 1H-13C-15N-Tripelresonanz-Experimente

(Montelione & Wagner 1990; Kay et al. 1990; Bax 1994). Die Experimente erlauben durch

eine weitere Erhöhung der Signaldispersion sowie durch konformationsunabhängige Spin-

korrelationen sequentiell benachbarter Aminosäuren eine unkompliziertere und eindeutigere

Resonanzzuordnung gerade bei größeren, komplexen Molekülen.

Zu weiteren Entwicklungen, die der Größenlimitierung in der NMR-Spektroskopie entge-

genwirken, tragen Methoden der partiellen oder vollständigen Deuterierung von Molekülen

(LeMaster 1994; Gardner & Kay 1998) und die Anwendungen von TROSY (transverse re-

laxation optimized spectroscopy)-basierten NMR-Techniken (Pervushin et al. 1997; Wüthrich

1998), CRINEPT (Riek et al. 1999) oder CRIPT-TROSY (Fiaux et al. 2002) bei. Erst kürz-

lich konnte die Lösungsstruktur des 32 kDa großen Ionenkanals VDAC-1 in Detergenzmi-

zellen gelöst werden (Hiller et al. 2008). Dieser Komplex hatte ein Gesamtmolekulargewicht

von 75 bis 90 kDa. Des Weiteren konnten mit diesen Methoden Resonanzzuordnungen von

Komplexen mit einem Molekulargewicht größer als 100 kDa erreicht werden (Fiaux et al.

2002). Die Identifikation von Bindungsflächen zwischen Proteinen größer als 150 kDa konnte

mit Cross-Saturation (Takahashi et al. 2000) und Transfer Cross-Saturation (Nakanishi et al.

2002) ermöglicht werden.
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Die in dieser Arbeit hauptsächlich verwendeten struktureinschränkenden Parameter waren

der transferierte Kern-Overhauser-Effekt (TrNOE) und die transferierte Restdipolkopplung

(TrRDC). Diese Parameter liefern Informationen über die Struktur und die Orientierung eines

kleinen Liganden im Komplex mit einem großen Protein. Der Ligand muss in einem großen

Überschuss vorliegen und sich im schnellen Austausch zwischen freier und gebundener Form

befinden. Obwohl die Anzahl der freien Liganden in Lösung viel höher ist als die gebundene

Form, erhält man trotzdem Informationen über den gebundenen Liganden. Das Austausch-

gleichgewicht wird beschrieben durch:

P + L
k-1

 !!!!!!

!!!!!!"

k1
PL
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mit k1 Hingeschwindigkeitskonstante und k-1 Rückgeschwindigkeitskonstante sowie P freies

Protein, L freier Ligand und PL Komplex aus Protein und Ligand.

 !"! #$%&' ( )*+ *,- +*. /0+*.+$ 1*23.4 *5 67580+9 5*- +*.+5

2$7:+. ;$7-+*. 2+<30-+-=

Das TrNOE-Experiment liefert Information über die Struktur eines kleinen gebundenen Ligan-

den, der sich im schnellen Austausch zwischen freier und gebundener Form befindet (Clore &

Gronenborn 1983). Der gebundene Zustand liefert praktisch eine „chemische Amplifikation“

des NOEs.

Das Prinzip des TrNOE-Experimentes sei hier an einem einfachen Zweispinsystem erklärt.

Beide Spins sind Protonen eines Liganden, der sich im schnellen Austausch zwischen einer

freien und einer gebundenen Form befindet.

Die Kreuzrelaxationsrate σB eines langsam rotierenden Komplexes aus Protein und Ligand ist

generell sehr viel größer als die Kreuzrelaxationsrate σF des schnell rotierenden freien Ligan-

den. Befindet sich der Ligand im schnellen Austausch bezogen auf die Relaxationszeitsklala

wird die gemittelte Kreuzrelaxationsrate 〈σ〉 von σB dominiert. 〈σ〉 ist das gewichtete Mittel

der Kreuzrelaxationsrate und wird beschrieben durch:

〈σ〉 = NFσF +NBσB (1.1)

NF bzw. NB stehen dabei für die Anzahl der Liganden in der freien bzw. gebundenen Form.

Um die Bedingung zu erfüllen, dass 〈σ〉 von σB dominiert wird, muss folgende Ungleichung

gelten:

|NBσB| ≫ |NFσF | (1.2)

Diese Bedingung ist u. a. abhängig von der Dissoziationskonstanten KD des Komplexes sowie

dem Verhältnis der Korrelationszeiten τc des freien und gebundenen Liganden. τc ist die Zeit,

die ein Molekül für eine Rotation um 1 rad um eine beliebige Achse benötigt.

Betrachtet man den Fall, dass der Ligand nur sehr schwach an das Protein bindet, dann ist die

Anzahl der gebundenem Liganden NB klein. Die Population der gebundenen Liganden ist zu

gering, um signifikant zur Kreuzrelaxation beizutragen. Die Ungleichung wird nicht mehr
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ausreichend erfüllt. Der TrNOE wird folglich verschwindend klein, so dass kein Signal mehr

detektiert werden kann.

Die Grenzen des KD, bei welchen ein TrNOE-Experiment durchgeführt werden kann, vari-

ieren jedoch von Fall zu Fall. Sie sind abhängig vom Verhältnis zwischen den Kreuzrelaxa-

tionsrate σB und σF . Je größer ein Komplex ist, desto langsamer bewegt er sich und desto

größer wird τc (z. B. 200 kDa, τc ≈ 90 ns) und umso größer wird der Betrag von σB. In den

meisten Fällen werden Peptidliganden mit kleinem τc verwendet (z. B. 1 kDa, τc ≈ 0,4 ns).

Für einen relativ großen Komplex aus Protein und einem kleinen Peptidliganden sind diese

Bedingungen demnach einfach erfüllt.

Betrachtet man nun den Fall, dass der Ligand zu stark bindet, ist der TrNOE ebenfalls von der

Austauschrate zwischen freier und gebundener Form des Liganden abhängig. Sie sollte hinrei-

chend groß sein, um einen ausreichenden Magnetisierungstransfer zwischen beiden Formen

zu gewährleisten. D. h., dass die Geschwindigkeitsrate der Rückreaktion größer als die Spin-

Gitter-Relaxationsrate T1 des gebundenen Zustands sein muss:

k−1 ≫ T1 (1.3)

Der Bereich, in welchem der KD und damit k−1 liegen kann, ist demnach stark limitiert. Um

ein TrNOE-Experiment durchführen zu können, sollte der KD im mikro- bis millimolaren

Bereich liegen (Neuhaus & Williamson 2000).
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Dipolare Spin-Spin-Kopplungen zweier interagierender Kerne sind abhängig von der Länge

und Orientierung des Bindungsvektors in Bezug auf die Richtung des äußeren Magnetfeldes

(Tjandra & Bax 1997). Proteine mit kleinem bis mittlerem Molekulargewicht mit einer kur-

zen Korrelationszeit τc verhalten sich im Magnetfeld isotrop, so dass anisotrope Spin-Spin-

Wechselwirkungen vollständig ausgemittelt werden. Dies gilt auch für die dipolare Kopplung

und deshalb sind keine Strukturinformationen erhältlich. Kleine sogenannte Restdipolarkopp-

lungen (RDC, engl. residual dipolar coupling) können beobachtet werden, wenn sich das Mo-

lekül im Magnetfeld geringfügig ausrichtet, d. h. sich leicht anisotrop bewegt (Tolman et al.

1995).
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 !!"#$%&' ()*+ Schema des Prinzips eines TrRDC-Experimentes mit Diskmembranen. A Dipolare Kopp-
lungen innerhalb eines sich isotrop bewegenden Peptids in Löung mitteln sich aus. B Eine spe-
zifische Bindung des Peptids an Rhodopsin kann eine definierte Struktur und dipolare Kopplun-
gen im kHz-Bereich induzieren. Die dipolaren Kopplungen können mit Flüssig-NMR nicht de-
tektiert werden. C Bindet das Peptid jedoch mit einem KD im mikro- bis millimolaren Bereich
an das makroskopisch ausgerichtete Rhodopsin, können Restdipolkopplungen beobachtet wer-
den. Sie sind ein über die Zeit gewichtetes Mittel der freien und gebundenen Form und enthalten
Information über Struktur und Orientierung des gebundenen Peptids. TrNOE-Experimente lau-
fen nach einem ähnlichen Prinzip ab. Dafür ist jedoch eine makroskopische Ausrichtung des
komplexbildenden Proteins nicht notwendig.

Richten sich die Moleküle sehr stark imMagnetfeld aus, nehmen die RDC Beträge in der Grö-

ßenordung einiger kHz an, die nur mittels Festkörper-NMR-Spektroskopie gemessen werden

können.

Um die Orientierung eines kleinen Liganden während der Bindung an ein großes makrosko-

pisch ausgerichtetes Protein zu bestimmen, ist es möglich, sogenannte transferierte Restdi-

polkopplungen (TrRDC) zu messen. Dabei muss der Ligand in großem Überschuss vorliegen

und sich im schnellen Austausch zwischen freier und gebundener Form befinden. Eine expe-

rimentell gemessene TrRDC ist ein über die Zeit gewichtetes Mittel der dipolaren Kopplung

der freien und gebundenen Form. Die RDC des freien Liganden ist 0. Bei einem schnellen

Austausch zwischen freier und gebundener Form, ist die gemessene TrRDC, die mit einem

Skalierungsfaktor < 1 multiplizierte RDC des gebundenen Zustands. Sie enthält wichtige In-
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formationen über die Struktur, vor allem aber über die Orientierung eines Liganden in seiner

gebundenen Form.

Die gemessene RDC zweier Kerne P und Q ist direkt proportional zum Winkel θ zwischen

dem durch die Kerne gespannten Vektor und der Orientierung des äußeren Magnetfeldes. Sie

wird beschrieben durch:

DPQ(θ) = SDPQ
a (3cos2θ −1) (1.4)

Dabei ist S ein Ordnungsparameter der inneren Molekülbewegung und DPQ
a die Größe des

Restdipolkopplungstensors, welcher wiederum abhängig vom Grad der Ausrichtung des Pep-

tids ist (Koenig et al. 2002). Dipolare Einbindungskopplungen können mit einem 2D-HSQC-

Experiment gemessen werden, bei welchem kein refokusierender Puls in der indirekten Di-

mension integriert ist. Im NMR-Spektrum erscheinen RDC als Beitrag zur skalaren J-Kopplung,

die Größe kann negativ oder positiv sein und wird ermittelt, indem die Differenz zwischen ani-

sotropen und isotropen Bedingungen berechnet wird.

Es gibt zahlreiche Möglichkeiten, Proteine im Magnetfeld auzurichten. Dazu werden u. a. fi-

lamentöse Bakteriophagen, Bicellen und Polyacrylamidgele verwendet (Stangler et al. 2006).

Aufgrund der zahlreichen membrandurchspannenden α-Helices der in der Diskmembran in-

korporierten Rhodopsinmoleküle richten sich auch Diskmembranen mit einem Molekularge-

wicht von einigen GDa im starken Magnetfeld spontan aus.

Im Falle der TrRDC-Messungen eines Peptid-Rhodopsin-Komplexes verhält es sich wie folgt.

Im dunkeladaptierten Zustand verhält sich das Peptid isotrop und man detektiert nur die J-

Kopplung. Bindet das Peptid nun nach der Lichtaktivierung an Rhodopsin ist es im anisotro-

pen Zustand. Befindet es sich im schnellen Austausch zwischen freier und gebundener Form,

entspricht die Differenz zwischen der Kopplung im dunkeladaptierten Zustand und der Kopp-

lung nach der Photoaktivierung der TrRDC des Rhodopsin gebundenen Peptids (Koenig et al.

2000).

TrRDC und RDC im Allgemeinen geben zusätzliche Information zu den standardmäßig ge-

messenen struktureinschränkenden Parametern. Während der TrNOE Informationen über lo-

kale Distanzeinschränkungen liefert, handelt es sich bei den TrRDC um Informationen zur re-

lativen Orientierung von Bindungsvektoren, also um langreichweitige Strukturinformationen.

Zusammen können sie wichtige Informationen über Struktur und Orientierung eines Liganden

im Komplex mit einem Protein liefern.
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Bisher konnten mit der TrNOE-Methode Strukturen von Tranduzin-Peptiden im Komplex mit

lichtaktiviertem Rhodopsin bestimmt werden.

Erstmals wurde von Dratz et al. (1993) die Struktur des C-terminalen Tα (340-350)-Peptids be-

stimmt. Sie konnten zeigen, dass eine α-helikale Konformationsänderung durch die Bindung

an photoaktiviertes Rhodopsin induziert wird und das Peptid die MetaII stabilisierende Wir-

kung der Tα -Untereinheit simuliert. Eine limitierte Anzahl an TrNOE aufgrund einer gerin-

gen Magnetfeldstärke sowie indirektem Magnetisierungstransfer wegen einer zu starken Bin-

dung des Peptids an den Rezeptor verhinderten jedoch eine detailierte Strukturbestimmung.

Kisselev et al. (1998) konnten für das gleiche Peptid nach der Bindung an lichtaktivertes Rho-

dopsin eine α-helikale Region gefolgt von einem αL-type capping Motif beobachten.

Koenig et al. (2002) untersuchten ein Tα (340-350)-Analogon und konnten erstmals durch die

zusätzliche Messung von TrRDC eine Orientierung des Peptids relativ zur Membrannormalen

bestimmen. Das αL-type capping Motif konnte bestätigt werden, jedoch traten kleine struktu-

relle Unterschiede bei den Seitenketten auf. Dies kann auf unterschiedliche Gründe zurückge-

führt werden. Über die höhere Magnetfeldstärke und die damit verbundene höhere Auflösung

der NOESY-Spektren konnten mehrere Signale erstmals eindeutig zugeordnet werden. Der

Austausch zweier Aminosäuren (K341R und C347S) bedingte eine geringere Bindungsaffini-

tät des Peptids zum lichtaktivierten Rezeptor und reduzierte so die Möglichkeit des indirekten

Magnetisierungstransfers. Zusätzlich führte die Messung der TrRDC zu einer Verringerung

der systematischen Messfehler, da Strukturparameter mit zwei unabhängigen Methoden be-

stimmt wurden, was ein entscheidender Faktor bei der Strukturverfeinerung war.

Bei einer weiteren Studie wurde mittels TrNOE-Experimenten ein Peptid untersucht, welches

dem farnesylierten C-terminalen Ende der Tγ -Untereinheit entspricht (farnelyliertes Tγ (60-

71)). Es konnte gezeigt werden, dass durch die Bindung an den photoaktivierten Rezeptor

eine amphipatische Helix induziert wird (Kisselev & Downs 2003).

Des Weiteren wurde die Interaktion zwischen Arrestin und einem synthetischen C-terminalen

Rhodopsin-Peptid mit sieben Phosphatgruppen (7PP) untersucht. Dabei konnte gezeigt wer-

den, dass das freie Peptid in Lösung unstrukturiert ist und sich erst durch die Bindung an

Arrestin signifikante Konformationsänderungen einstellen (Kisselev et al. 2004).

Neben der Kristallstruktur eines Komplexes aus Opsin mit einem C-terminalen Tα -Peptid

(Scheerer et al. 2008), sind die über TrNOE und TrRDC gewonnen Strukturinformationen, die
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 !!"#$%&' ()*+ Modell der MetaII-Transduzin-Interaktion. Die Bändermodelle basieren auf der Kristall-
struktur des Rhodopsins im Grundzustand (Palczewski et al. 2000) und der Kristallstruktur
des Transduzins (Lambright et al. 1996). In der Kristallstruktur ist der C-Terminus des Trans-
duzins unstrukturiert. Hier wird die Tα (340-350)-Sequenz durch die NMR-Struktur des S2-
Peptids (grün) ersetzt. Die relative Orientierung des Peptids zur Membrannormalen wurde über
TrRDC-Messungen bestimmt (Koenig et al. 2002).

einzigen Modelle, die zur Zeit zur dreidimensionalen Strukturaufklärung der Komplexe zwi-

schen Rhodopsin und dessen Wechselwirkungspartnern beitragen. Die in dieser Arbeit mittels

TrNOE-Experimenten ermittelte Struktur ist die erste eines Arrestin-Peptids im Komplex mit

photoaktiviertem Rhodopsin.
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Nanodisks sind scheibchenförmige Modellmebranen mit einem Durchmesser von ungefähr

10 nm. Sie bestehen aus einer Phospholipiddoppelschicht mit ca. 150 bis 200 Lipidmole-

külen, die durch das sogenannte Membrane Scaffold Protein 1 (MSP1) zusammengehalten

wird (Bayburt et al. 2002). MSP1 ist ein verkürztes Fragment des Apolipoproteins A1 und

bildet zahlreiche amphipatische Helices. Festkörper-NMR-Messungen und Moleküldynamik-

Rechnungen an leeren Nanodisks (d. h. ohne inkorporiertes Membranprotein) zeigten, dass

diese Helices, ähnlich einem Gürtel, ein scheibchenförmiges Lipiddoppelschicht-Fragment

umschließen. Zwei parallele MSP1-Moleküle bilden demnach die Peripherie einer Nanodisk

(Li et al. 2006; Shih et al. 2008). Es konnten bereits mehrere Transmembranprotein, wie z. B.

Bakteriorhodopsin (Bayburt et al. 2006), verschiedene Cytochrome P450 (Duan et al. 2004;

Kijac et al. 2007) sowie der β -adrenerge Rezeptor (Leitz et al. 2006) inkorporiert und u. a.

mittels Festkörper-NMR untersucht werden.

Es konnte gezeigt werden, dass die Membranproteine in der gewählten Lipidumgebung ihre

enzymatische Aktivität behalten. Rhodopsin konnte ebenfalls erfolgreich in Nanodisks inkor-

poriert werden. Dabei wurden sowohl Modellmembranen mit Rhodopsinmonomeren als auch

mit Rhodopsindimeren hergestellt. Diese Populationen wurden getrennt voneinander auf ihr

Wechselwirkungsverhalten mit Tranduzin untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass ein ein-

zelnes Rhodopsin die Fähigkeit besitzt, nach der Photoaktivierung einen stabilen Komplex mit

Tranduzin zu bilden. Im Falle der Nanodisk-Population, die ein integriertes Dimer enthielten,

wurde gezeigt, dass nur ein Rhodopsin mit Transduzin wechselwirkt (Bayburt et al. 2006).

Dies war u. a. ein Hinweis, dass eine Dimerisierung G-Protein gekoppelter Rezeptoren nicht

unbedingt eine notwendige Rolle bei der Signaltransduktion spielt.

Nanodisks stellen ein sehr interessantes Modellmembransystem dar. Einerseits können Mem-

branproteine in ihrer nativen Lipidumgebung untersucht werden, da die Lipidzusammenset-

zung einer Nanodisk variiert werden kann. Das besondere dieser Modellmebranen ist jedoch

deren scheibchenförmige Gestalt. Dadurch sind die nicht transmembranen Domänen der in-

korporierten Membranproteine auf beiden Seiten der Lipiddoppelschicht für mögliche Wech-

selwirkungspartner frei zugänglich. Bei einer klassischen Form der Modellmembranen, den

Liposomen, verhält es sich anders. Hier muss man davon ausgehen, dass die Wahrscheinlich-

keit der richtigen Orientierung des Membranproteins nur bei 50 % liegt.
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 !!"#$%&' ()*+ Schematischer Aufbau einer leeren Nanodisk. Nanodisks sind künstliche Modellmembra-
nen mit einem Durchmesser von ca. 10 nm. Sie bestehen aus einer Phospholipiddoppelschicht
aus ca. 150 bis 200 Lipidmolekülen (rot und orange: hydrophile Lipidkopfgruppen), die durch
das sogenannte Membrane Scaffold Protein 1 (MSP1) zusammengehalten wird (Bayburt et al.
2002). Zwei MSP1-Moleküle (grün und blau), die zahlreiche amphipathische Helices bilden,
umschließen das scheibchenförmige Lipiddoppelschichtfragment (Li et al. 2006; Shih et al.
2008).

Zur dreidimensionalen Strukturaufklärung mittels NMR-Spektroskopie werden Membranpro-

teine meist nicht in ihrer nativen Lipidumgebung untersucht. Generell werden Detergenzien

verwendet, um den hydrophoben Transmembranbereich abzuschirmen und die Membranpro-

teine in Puffer löslich zu halten. Leider reagieren Membranproteine häufig sehr empfindlich

auf Detegenzien und sind in Detergenzlösungen oft inaktiv oder instabil.

Eine weitere Möglichkeit für NMR-Untersuchungen von Membranproteinen in detergenzfrei-

er Lösung sind sogenannte Amphipol-Moleküle. Dies sind kurze amphipatische Polymere, die

an die hydrophobe Transmembranoberfläche binden (Tribet et al. 1996). Bisher konnte gezeigt

werden, dass die durch Amphipols komplexierten Membranproteine ihren nativen Charakter

beibehalten und über längere Zeit stabil sind (Zoonens et al. 2005; Zoonens et al. 2007; Gohon

et al. 2008). Nanodisks stellen eine Alternative zu Detergenzien, Liposomen und anderen am-

phiphilen Komponenten dar. Sie bewahren einerseits die Lipidumgebung der Membranprote-

ine, andererseits sind Nanodisks kleine Modellmebranen, die aufgrund der umschließenden

amphipatischen Helices des MSP1 in wässriger Lösung mit zahlreichen biophysikalischen

Methoden untersucht werden können.
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Im menschlichen Genom codieren mehr als 950 Gene für G-Protein gekoppelte Rezeptoren

(GPCR). Sie erkennen extrazelluläre Signale und übermitteln diese ins Zellinnere. Erkran-

kungen, die mit diesen Rezeptoren in Verbindung gebracht werden, reichen über Allergien,

Schmerzen, Bluthochdruck bis zur Schizophrenie. Aufgrund ihrer medizinischen Relevanz ist

es von besonderem Interesse, die Regulationsmechanismen dieser Rezeptoren im Detail zu

verstehen. Die dreidimensionale Strukturaufklärung gilt als Grundlage zum Verständnis bio-

logischer Prozesse. Bisher sind jedoch noch keine dreidimensionalen Strukturen eines GPCR

mit dessen regulatorischen Proteinen bekannt.

Bei der visuellen Signalkaskade sind die Interaktionen zwischen dem GPCR Rhodopsin und

den Proteinen Tranduzin und Arrestin von entscheidender Bedeutung. Transduzin bindet nach

der Photoaktivierung des Rezeptors an die katalytisch aktive Form des Rhodopsins und über-

nimmt dadurch die Funktion der Signalamplifikation. Arrestin hingegen übernimmt gegen

Ende des Photozyklus die Termination der Signalkaskade, indem es phophoryliertes Rhodop-

sin bindet und eine Interaktion mit anderen Proteinen sterisch verhindert. Bisher wurde noch

keine dreidimensionale Struktur der aktiven Komplexe zwischen Rhodopsin und Transduzin

bzw. Arrestin bestimmt.

Ziel dieser Arbeit war die Aufklärung einer atomar aufgelösten Struktur einer Binderegion

zwischen Transduzin bzw. Arrestin im Komplex mit photoaktiviertem Rhodopsin. Dies soll-

te anhand eines Peptidanalogons zu dieser Binderegion mittels TrNOE-Messungen erfolgen.

Voraussetzung für diese NMR-Methode war, dass sich das Peptid im schnellen Austausch zwi-

schen einer freien und einer Rhodopsin gebundenen Form befindet. Zunächst sollten Peptide

bereits bekannter Bindestellen des Transduzins und Arrestins ausgewählt und auf deren Eig-

nung für TrNOE-Experimente geprüft werden.

Neben der Strukturaufklärung, sollte das geeignete Peptide zusätzlich isotopenangereichert

rekombinant hergestellt werden. Mittels zweidimensionaler 1H-15N-HSQC- und 1H-13C-CT-

HSQC-Spektren sollten die TrRDC des Peptides in Abhängigkeit der Zeit nach der Photoakti-

vierung des Rezeptors bestimmt werden. Damit sollte herausgefunden werden, ob sich dieses
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Peptid für die Bestimmung der Orientierung im Komplex gebundenen Zustand eignet. Die

gewonnenen Informationen über die Struktur der entsprechenden Binderegion sollte dazu bei-

tragen, mögliche Modelle des Mechanismus der visuellen Signalkaskade zu diskutieren.

Des Weiteren sollte ein Modellmembran-System etabliert werden, das sich zu Untersuchung

rekombinanter Membranproteine in deren nativer Lipidumgebung eignet. Dieses System soll-

te den Anforderungen entsprechen, NMR-Messungen an Ligand-Proteinkomplexen mittels

TrNOE-Messungen in nativer Lipidumgebung durchführen zu können.
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Alle verwendeten Chemikalien entsprechen, sofern nicht anders angegeben, dem Reinheits-

grad pro analysi (p. a.) und werden im Allgemeinen von den Firmen AppliChem GmbH

(Darmstadt), Carl Roth GmbH (Karlsruhe), Merck KGaA (Darmstadt) und Sigma-Aldrich

Chemie GmbH (Steinheim) bezogen. Das verwendete Wasser entstammt einer hauseigenen

Milli-Q-Biocell-System-Wasseranlage mit einem nachgeschalteten Millipak-20-Filter (Milli-

pore GmbH, Schwalbach) und wird im Folgenden als H2Odest bezeichnet. Angesetzte Lösun-

gen werden durch 0,22 µm-Membranfilter (Schleicher & Schuell Bio Science GmbH, Dassel)

sterilfiltriert und soweit möglich vor ihrer Verwendung 20 min bei 120 °C autoklaviert.

 !"!" #$%&$'($)$ *$+),($

Die in Tabelle 3.1 aufgelisteten Peptide werden über Festkörpersynthese von der Gruppe von

Dr. P. Henklein (Charité, Berlin) hergestellt. Dabei wird die Fmoc-Strategie (Chan & White

2000) an einem ABI Model 433 Peptidsynthesizer verwendet. Nach Abspaltung vom Träger-

harz werden die Peptide per Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) gereinigt und

anschließend mittels Elektrospray-Ionisation-Massenspektrometrie (ESI-MS) überprüft. Bis

zur Verwendung werden die Peptide in lyophilisierter Form bei -20 °C gelagert.
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 !"#$$# %&'( Verwendete Peptide zur Untersuchung des Wechselwirkungverhaltens mit lichtaktiviertem
Rhodopsin. Angegeben sind die Bezeichnungen der Peptide mit deren Sequenzpositionen in der
α-Untereinheit des Transduzins (Tα )- bzw. im Arrestin (Arr)-Molekül, deren Aminosäuresequen-
zen sowie deren Molekulargewichte. Das mit * gekennzeichnete Peptid S2 weist die Mutationen
K341R und C347S auf, myr bedeutet myristoylierter N-Terminus.

Peptid mit Arr-Sequenz Aminosäuresequenz MW [Da]

Arr(51-70) LVKGKRVYVSLTCAFRYGQE 2317,7
Arr(231-250) EKTVKKIKVLVEQVTNVVLY 2330,8
Arr(66-80) RYGQEDIDVMGLSFR 1785,9

Arr(152-170) FATHSTDVEEDKIPKKSSV 2118,3
Arr(232-245) KTVKKIKVLVEQVT 1613,0
Arr(251-262) SSDYYIKTVAAE 1346,4
Arr(342-354) LTSSEVATEVPFR 1435,6
Arr(65-77) FRYGQEDIDVMGL 1542,7
Arr(65-76) FRYGQEDIDVMG 1429,5
Arr(67-77) YGQEDIDVMGL 1239,3

Peptid mitTα -Sequenz
Tα (2-28) GAGASAEEKHSRELEKKLKEDAEKDAR 2983,0

Tα (2-25)myr Myr-GAGASAEEKHSRELEKKLKEDAEK 2851,0
Tα (311-323) DVKEIYSHMTCAT 1497,7
Tα (340-350)* IRENLKDSGLF 1293,5

 !"!# $%&'()*(+,'-..( /+0 12%,.*0(

Alle in dieser Arbeit verwendeten Bakterienstämme gehören zu der Art Escherichia coli (E.

coli). Zur Klonierung der Genkonstrukte sowie zur DNA-Gewinnung werden E. coli XL10-

Gold (Stratagene, La Jolla, USA) oder E. coliMach1-T1 (Invitrogen, Karlsruhe) Bakterienzel-

len verwendet, während zur Proteinüberexpression E. coli BL21 DE3 (Invitrogen, Karlsruhe)

Bakterienzellen verwendet werden. Die Genotypen der Bakterienstämme sind in Tabelle 3.2

beschrieben. Alle in dieser Arbeit verwendeten und konstruierten Plasmide sind inklusive ihrer

 !"#$$# %&)( Genotypen und Referenzen der in dieser Arbeit verwendeten Bakterienstämme
Stamm Genotyp Referenz

Mach1-T1 F− φ80(lacZ)∆ M15 ∆ lacX74 Invitrogen
hsdR(r−Km

−
K ) ∆recA1398 endA1 tonA

XL10-Gold Tetr ∆(mcrA)183 ∆(mcrCB-hsdSMR-mrr)173 endA1 Stratagene
supE44 thi-1 recA1 gyrA96 relA1 lac Hte

[F’ proABlacIqZ ∆M15 Tn10 (Tetr)Amy Camr]
BL21DE3 F− ompT hsdSB(r−B m−

B ) gal dcm (DE3) Grodberg & Dunn (1988)
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Bezeichnungen, Antibiotikaresistenzen sowie deren Eigenschaften in Tabelle 3.3 aufgelistet.

Das Plasmid pTKK19xb/ub_Jue2 wird zur Herstellung des Peptids Arr(66-80) (s. Kap. 3.7)

verwendet, während das Plasmid pET28a_MSP1 für die Herstellung des Proteins MSP1 (s.

Kap. 3.9) verwendet wird.

 !"#$$# %&%' Bezeichnungen, Antibiotikaresistenzen und Eigenschaften der verwendeten Plasmide
Plasmid Resistenz Eigenschaft Referenz

pTKK19xb/ub Kan Expressionsvektor Kohno et al. (1998)
pTKK19xb/ub_Jue2 Kan kodierend für 10His-Ubi-Arr(66-80) diese Arbeit

pET28a Kan Expressionsvektor Novagen
pET28a_MSP1 Kan kodierend für 6His-MSP1 diese Arbeit

 !" #$%&'())*+,-'(.
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Die Analyse der Proteine erfolgt durch Trennung mittels einer diskontinuierlichen Natriumdo-
decylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) nach Laemmli (1970). Das Deter-
genz Natriumdodecylsulfat (SDS) lagert sich an Proteine an, so dass die Proteinladung abge-
schirmt wird und dadurch anionische Partikel entstehen. Durch das Anlegen einer Spannung
erfolgt eine Trennung der Proteine im Polyacrylamidgel nach Ladung pro Masse. Es wird eine
Gelelektrophoreseeinheit Hoefer Mighty Small SE 260 (Hoefer Scientific Instruments, San
Francisco, USA) mit 10 × 10,5 cm2 Vertikalplatten verwendet. Zur Abschätzung der Protein-
masse der beobachteten Banden wird der Protein Molecular Weight Marker (MBI Fermentas,
St. Leon-Rot) verwendet und jeweils 5 µl davon in einer zusätzlichen Spur auf das Gel aufge-
tragen. Folgende Gele und Puffer werden für die SDS-PAGE hergestellt und verwendet:

5% Sammmelgel 15% Trenngel

16,8% (v/v) Acrylamid (30%) 50% (v/v) Acrylamid (30%)

125 mM Tris-HCl, pH 6,8 375 mM Tris-HCl, pH 8,8

0,1% (w/v) SDS 0,1% (w/v) SDS

0,1% (w/v) APS 0,1% (w/v) APS

0,1% (w/v) TEMED 0,4% (w/v) TEMED
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SDS-Laufpuffer 4x-Probenpuffer

385 mM Glycin 200 mM Tris-HCl, pH 6,8

50 mM Tris-HCl, pH 8,3 40% (v/v) Glyzerin

0,1% (w/v) SDS 8% (w/v) SDS

8% (v/v) β -Mercaptoethanol

3 mg/ml Bromphenolblau

 !"!" #$$%&''()*+,-./0

Der Nachweis der Proteine im Gel erfolgt über eine Färbung mit dem Farbstoff Coomassie.
Diese Färbemethode eignet sich für Proteinmengen oberhalb 200 ng/Bande (Rehm 2006).
Nach der Elektrophorese wird das Trenngel in ca. 100 ml Coomassie-Färbelösung für 30 min
unter Schütteln inkubiert. Anschließend wird das Gel in H2Odest entfärbt. Der Entfärbevorgang
kann durch Erhitzen des H2Odest in der Mikrowelle beschleunigt werden. Die Dokumentation
erfolgt mit dem Gerät Gel Doc 2000 (Bio-Rad, München).

Coomassie-Färbelösung: 25 % (v/v) Isopropanol

10 % Essigsäure

0,5 g/l Coomassie Brilliant Blue R-250

in H2Odest

 !"! 1(2-),*+,-./0

Bei Proben, die weniger als 1 µg Protein pro Bande enthalten, erfolgt der Nachweis der Pro-

teine im Gel über eine Silberfärbung nach Merril et al. (1981) und Heukeshoven & Dernick

(1985). Nach deren Angaben liegt die Nachweisgrenze bei ca. 0,5 bis 1 ng Protein/Bande, die

jedoch nach eigener Erfahrung nicht vollständig erreicht wird. Die untenstehende Tabelle 3.4

zeigt die aufeinanderfolgenden Schritte, d. h. in welcher Lösung das zu färbende Gel entspre-

chend lange geschüttelt wird. Die Dokumentation erfolgt ebenfalls mit dem Gerät Gel Doc

2000 (Bio-Rad, München).
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 !"#$$# %&'( Abfolge der Arbeitsschritte der Silberfärbung eines SDS-Polyacrylamid-Gels
Arbeitsschritt Inkubationslösung Inkubationsdauer

Fixierung 50 % Ethanol, 10 % Essigsäure mind. 1 h
SDS-Entfernung 10 % Ethanol, 5 % Essigsäure 10 min

Reduzieren und Entfärben in 100 ml Farmers Reagenz: 1 min
50 mg Na2CO3

150 mg K3Fe(CN)6
300 mg Na2S2O3

Waschen H2Odest 3 x 20 s
Färben 0,012 M AgNO3 20 min
Waschen H2Odest 3 x 20 s
Entwickeln 0,28 M Na2CO3 bis gewünschte Intensität eintritt

0,05 % Formaldehyd frisch hinzugefügt
Stoppen 1 % Essigsäure 5 min

 ! "#$%&'()$(*&(%#+%'$(,-&,%'../(0
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Proteinkonzentrationen werden bestimmt, indem ein UV/Vis-Spektrum imBereich von 230 bis

350 nmmit einem UV/Vis-Spektrophotometer (Lambda 25, Perkin Elmer; Skelton, USA) auf-

genommen wird. Dabei ist die Extinktionsmessung bei einer Wellenlänge λ = 280 nm für

Proteine, die mindestens ein Tryptophan enthalten, bzw. bei einer Wellenlänge λ = 276 nm

für Proteine, die kein Tryptophan aber mindestens ein Tyrosin enthalten von Bedeutung. Die

Konzentration wird dann mittels des Lambert-Beer’schen Gesetzes berechnet:

Eλ = ε · c ·d (3.1)

Dabei steht Eλ für die Extinktion bei einer Wellenlänge λ in nm, c für die Konzentration in M,

ε für den molaren Extinktionskoeffizienten des Proteins in cm-1M-1 und d für die Schichtdicke

der Küvette in cm.

 ! !. /012&3*%0&'()* +*%),-*

Die in lyophilisierter, salzfreier Form vorliegenden Peptide, die keine aromatischen Amino-

säuren in ihrer Sequenz enthalten, werden mit einer Semimikrowaage CP225D (Sartorius,

Göttingen) eingewogen und anschließend mit einem definierten Volumen Puffer versetzt, um

eine Lösung mit der gewünschten Peptidkonzentration zu erhalten.
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Die nachfolgende Methode zur Präparation der Diskmembranen basiert auf einer Anzahl von

50 Retinae und findet ausschließlich unter Rotlicht (PF 712E, Philips, Niederlande) bzw. in

lichtundurchlässigen Transportbehältern statt. Puffer, Lösungen und verwendete Gefäße wer-

den auf 4 °C vorgekühlt und während der Präparation auf Eis gelagert. Die Zentrifugationen

werden in einem JA 25.5-Festwinkelrotor (Beckman, Palo Alto, USA) in einer Avanti J-20

XP Zentrifuge (Beckman, Palo Alto, USA), die Ultrazentrifugationen in einem SW-32Ti-

Ausschwingrotor (Beckman, Palo Alto, USA) in einer OptimaXL-Zentrifuge (Beckman, Palo

Alto, USA) durchgeführt.
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Die zur Gewinnung boviner Retinae verwendeten Augen frisch geschlachteter Rinder werden

vom Schlachthof Viersen bezogen. Die Augen werden in einem lichtdichten Behälter gesam-

melt und unmittelbar nach dem Transport unter Rotlicht weiterverarbeitet. Die Rinderaugen

werden an der der Netzhaut abgewandten Seite aufgeschnitten. Dann wird der Bulbus umge-

stülpt, so dass Linse und Glaskörper herausfallen. Die Retina kann nun vorsichtig zum Seh-

nerv hin zusammengeschoben und dort mit einer Pinzette von diesem entfernt werden. Sie

wird sofort in flüssigen Stickstoff überführt und anschließend in Einheiten zu jeweils 25 Stück

in 25 ml 45 %iger Saccharose-Lösung in ROS-Puffer (s. u.) in einem alufolieumwickelten

Plastikbehälter bei -80 °C gelagert.
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Die Präparation der äußeren Segmente der Stäbchenzellen (engl. rod outer segments, ROS)
basiert auf einem Protokoll von Papermaster (1982).
Die in 45 %iger Saccharose-Lösung eingefrorenen Retinae werden unter kaltem fließenden
Wasser aufgetaut und dann 2 min sanft mit der Hand geschüttelt. Anschließend wird die Sus-
pension zur Abtrennung größerer Zellfragmente bei 3000 x g, 4 °C für 5 min in einem JA 25.5-
Festwinkelrotor zentrifugiert. Der Überstand wird vorsichtig durch einenMIRACLOTH-Filter
(Calbiochem, Darmstadt) filtriert und in einem 200 ml Kolben gesammelt. Schaumbildung
ist dabei zu vermeiden. Das Filtrat wird anschließend mit gleichem Volumen ROS-Puffer
versetzt. Der Kolben wird mit Parafilm verschlossen und die Suspension duch vorsichtiges
Schwenken gemischt und dann gleichmäßig auf 3 bis 4 Zentrifugationsgefäße (Nalge Nunc
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Oak Ridge 3119-0050, Nalgene, Rochester, USA) verteilt. Nun erfolgt eine Zentrifugation
bei 12000 x g, 4 °C für 10 min in einem JA 25.5-Festwinkelrotor. Der Überstand wird ver-
worfen, die entstandenen Pellets mit jeweils 1 ml Gradientenlösung 0 (s. u.) homogenisiert.
Die Zentrifugationsgefäße werden mit dem gleichen Puffer nochmals ausgespült, das gesamte
Homogenisat vereinigt und anschließend zu gleichen Teilen auf diskontinuierliche Saccharo-
segradienten verteilt. Die Gradienten bestehen aus jeweils 6 ml Gradientenlösung 3, 10 ml
Gradientenlösung 2 und 6 ml Gradientenlösung 1 und werden durch Unterschichten mit einer
2,50 x 150 mm langen Kanüle (Neolab, Heidelberg) und einer 10 ml-Spritze (Plastipak, Hei-
delberg) in jeweils 3 bis 4 Polycarbonate thick wall Zentrifugenröhrchen (Beckman, Palo Alto,
USA) hergestellt. Im Anschluss erfolgt nun eine zonale Sedimentation mittels Dichtegradien-
tenultrazentrifugation bei 26500 x g, 4 °C für 25 min in einem SW-32Ti-Ausschwingrotor.
Nach abgeschlossener Ultrazentrifugation sammeln sich die ROS im Grenzschichtbereich
zwischen oberer und mittlerer Stufe des Gradienten als konzentrierte Bande. Diese Banden
werden mit einer 2,0 x 100 mm langen Kanüle versehenen Spritze abgenommen und in einem
100 ml-Kunststoffmesszylinder gesammelt. Die Suspension wird wiederum mit gleichem Vo-
lumen ROS-Puffer versetzt, mit Parafilm verschlossen und durch vorsichtiges Schwenken ge-
mischt. Nun wird die Suspension auf 4 bis 6 Zentrifugationsgefäße verteilt und bei 12000 x g,
4 °C für 10 min in einem JA 25.5-Festwinkelrotor zentrifugiert. Der Überstand wird verwor-
fen. Die ROS-Pellets können nun direkt zur eigentlichen Diskmembranpräparation (siehe Ka-
pitel 3.4.3) weiterverwendet oder für einen späteren Präparationszeitpunkt bei -80 °C gelagert
werden.

ROS-Puffer Gradientenlösung 0

67 mM KPi, pH 7,0 26 % (w/v) Saccharose in ROS-Puffer, ρ = 1,10 g/ml

1 mM MgAcetat Gradientenlösung 1

100 µM EDTA 29 % (w/v) Saccharose in ROS-Puffer, ρ = 1,11 g/ml

1 mM DTT Gradientenlösung 2

100 mM PMSF 34 % (w/v) Saccharose in ROS-Puffer, ρ = 1,13 g/ml

0,1 µM Aprotinin Gradientenlösung 3

5 µM Leupeptin 39 % (w/v) Saccharose in ROS-Puffer, ρ = 1,15 g/ml
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Die Präparation abgeflachter Diskmembranen basiert auf einem Protokoll von Smith & Litman
(1982). Frisch präparierte bzw. bei -80 °C gelagerte ROS werden mit 60 ml H2Odest versetzt,
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resuspendiert, auf 4 Zentrifugationsgefäße verteilt und anschließend bei 37000 x g, 4 °C
für 40 min in einem JA 25.5-Festwinkelrotor zentrifugiert. Der Überstand wird verworfen
und die Pellets in ca. 3 ml H2Odest resuspendiert. Die Suspension wird zu 100 ml 3,5 %iger
Ficoll-Lösung (Ficoll PM400, GE Healthcare, Freiburg) gegeben, vermischt und ü. N. im
Kühlraum bei 4 °C unter sanftem Schütteln inkubiert. Der Inkubationsansatz wird anschlie-
ßend auf 4 Polycarbonate thick wall Zentrifugenröhrchen (Beckman, Palo Alto, USA) verteilt
und bei 125000 x g, 4 °C für 2 h in einem SW-32Ti-Ausschwingrotor ultrazentrifugiert. In-
takte Diskmembranen flottieren im entstehenden kontinuierlichen Ficoll-Gradienten. Diese
obere Bande wird sorgfältig mit einer Spritze mit 1,5 x 100 mm langer Kanüle abgezogen, im
gleichen Volumen NMR-Puffer resuspendiert und auf 4 Zentrifugationsgefäße verteilt. An-
schließend werden die geernteten Diskmembranen durch 2 Zentrifugationen à 48000 x g, 4 °C
für 30 min in einem JA 25.5-Festwinkelrotor gewaschen und dadurch von Ficoll-Molekülen
befreit. Die entstandenen Pellets werden dann in 500 µl NMR-Puffer gelöst und vereinigt.
Diese Diskmembran-Suspension wird nun über 5-µm Nucleopore Track-Etch Membranfilter
(Whatman, Kent, UK) in einer Pop-Top-Filtereinheit (Whatman, Kent, UK) filtriert und bis
zur weiteren Verwendung unter Lichtausschluss auf Eis im Kühlraum bei 4 °C gelagert.

NMR-Puffer

10 mM NaPi, pH 6,6

20 mM KCl

 !"!" #$%&'&()*+, -%& ./0-0'12+340+5%+6&7620+

Die Konzentration der verschiedenen Rhodopsin-Intermediate kann über ein UV/Vis-Spektrum

im Wellenlängenbereich zwischen λ = 250 und 600 nm detektiert werden. Der Grundzu-

stand des Rhodopsins absorbiert bei einer Wellenlänge λ = 500 nm, der MetaII-Zustand bei λ

= 380 nm. Die UV/Vis-Extinktionsmessung wird mit einem HP 8453 UV/Vis-Spektrophoto-

meter (Hewlett-Packard, Waldbronn) in der Dunkelkammer unter Rotlicht durchgeführt. Wie

bereits in Kap. 3.3.1 beschrieben, wird die Konzentration des inaktivierten Rhodopsins nach

dem Lambert-Beer’schen-Gesetz berechnet. Rhodopsin im Grundzustand hat einen molaren

Extinktionskoeffizienten ε 500 nm = 40000 cm-1M-1. Da intakte Diskmembranen stark licht-

streuend sind und dadurch einen starken Hintergrund im UV/Vis-Spektrum verursachen, wird

zur Konzentrationsbestimmung eine 20fache Verdünnung der Diskmembranlösung mit 3%

N-N-Dimethyldodecylamin-N-Oxid-Lösung (LDAO) versetzt. LDAO ist ein Detergenz, dass
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die Lipidschicht der Diskmembranen zerstört, jedoch keinen Einfluss auf die Absorptionsei-

genschaften des inaktiven Rhodopsins hat. Als Referenz wird NMR-Puffer mit 3 % LDAO

verwendet. Zur Bestimmung des Anteils des Rhodopsins im Grundzustand am Gesamtprote-

ingehalt der Probe wird das Extinktionsverhältnis α bestimmt:

α =
E280 nm

E500 nm

(3.2)

Dieses sollte zwischen α = 1,6 und 2,2 liegen, um die Integrität sowie den Reinheitsgrad der

Diskmembranen mit Rhodopsin im Grundzustand zu bestätigen. Je kleiner das Extinktions-

verhältnis, umso höher ist der Anteil an inaktivem Rhodospin (Smith et al. 1975).
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Die Reinigung der Plasmid-DNA für die Polymerase-Kettenreaktion (PCR), zur präparativen
Gewinnung von DNA-Fragmenten sowie für die DNA-Sequenzierung wird je nach benötigter
Menge mit dem Nucleo Spin Kit bzw. Midi Nucleobond AX100 Kit (Machery-Nagel, Dü-
ren) nach Protokoll des Herstellers durchgeführt. Die Methode basiert auf der alkalischen
Lyse nach Ish-Horowicz & Burke (1981). Dabei werden je nach Bedarf 5 bis 10 ml bzw.
50 bis 200 ml einer E. coli-Übernachtkultur der Stämme E. coli Mach1-T1 oder E. coli XL10
Gold in LB-Medium verwendet.

LB-Medium (Luria Bertani)

10 g/l Trypton

5 g/l Hefeextrakt

10 g/l NaCl
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Die DNA-Gelelektrophorese in Agarosegelen dient der Trennung der DNA-Fragmente ent-
sprechend ihrer Größe und kann zur DNA-Identifizierung sowie deren Reinigung verwendet
werden. Maßgebend für die Trennschärfe der Elektrophorese ist die Wanderungsgeschwindig-
keit der DNA, die wiederum abhängig ist von Form, Größe und Ladung des DNA-Stranges
als auch von pH-Wert, Temperatur und Viskosität des Agarosegels.
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Die Agarose-Gelelektrophorese erfolgt in Horizontalelektrophorese-Apparaturen (Pharmacia
Biotech, Freiburg). Je nach Größe des zu analysierenden DNA-Stranges wird eine 1 bis 3 %ige
Agaroselösung in TAE-Puffer auf 60 °C erhitzt, mit 1 mg/ml Ethidiumbromid versetzt und in
der Gelkammervorrichtung abgekühlt (Sambrook et al. 1989). Ethidiumbromid interkaliert in
doppeldsträngige DNA und kann unter UV-Licht detektiert werden.
Zur analytischen Auftrennung wird MP-Agarose (Applichem, Darmstadt), für die präparati-
ve Reinigung die NuSieve-GTG-Agarose (Cambrex Bioscience, Rockland, USA) verwendet.
Die DNA-Proben werden mit DNA-Auftragspuffer versetzt, auf das Agarosegel aufgetragen
und bei einer konstanten Spannung von 100 V für ca. 30 min getrennt. Die Detektion der DNA
im Gel erfolgt unter UV-Licht und wird mit dem Gerät Gel Doc 2000 (Bio-Rad, München)
dokumentiert.

TAE-Puffer 5x-DNA-Auftragspuffer

40 mM Tris-Acetat, pH 8,0 50 mM EDTA

1 mM EDTA 50% (v/v) Glyzerin

0,15% (w/v) Bromphenolblau

0,15% (w/v) Xylencyanol
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Eine DNA-Extraktion aus Agarosegelen ist notwendig, um nach einem Vektorverdau oder ei-

ner PCR den gewünschten DNA-Strang von anderen DNA-Fragmenten zu trennen.

Zur Gewinnung der reinen DNA des gewünschten Fragmentes erfolgt zunächst eine Trennung

im präparativen Agarosegel. Die Bande mit dem gewünschten DNA-Fragment wird anschlie-

ßend unter UV-Licht aus dem Gel isoliert. Zur Reinigung der DNA von Gelresten wird das

QIAEXII-Kit (Qiagen, Hilden) nach Anleitung des Herstellers verwendet. Die DNA-Elution

erfolgt entweder in H2Odest oder in 10 mM TrisHCl, pH 8,5.
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Die Konzentrationsbestimmung doppelsträngiger DNA erfolgt über UV-Extinktionsmessung

bei λ = 260 nm und einer optischen Weglänge von 1 cm. Die DNA-Konzentration wird über

folgende Formel berechnet:

c [µg/ml] = E260 nm ·VF ·50, (3.3)

wobei E260 nm für die Extinktion bei einer Wellenlänge λ = 260 nm und VF für den Verdün-

nungsfaktor stehen. Der Faktor 50 ist ein Multiplikationsfaktor für doppelsträngige DNA.
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Kompetente Bakterienzellen, die bei -80 °C gelagert werden, werden für ca. 15 min auf Eis

aufgetaut. Für die Transformation werden 200 µl Bakteriensuspension mit 5 µl Ligationsansatz

bzw. mit 1 µl Plasmid-DNA-Lösung versetzt und für 15 min auf Eis inkubiert. Dann wird der

Ansatz für 90 s bei 42 °C erhitzt. Nach Zugabe von 600 µl LB-Medium erfolgt eine weitere

Inkubation bei 37 °C und 200 rpm in einem Minitron-Schüttler (HT-Infors, Einsbach). An-

schließend werden 100 µl der Bakteriensuspension auf einer kanamycinhaltige LB-Agarplatte

ausgestrichen. Die restliche Suspension wird für 5 min bei 1000 x g in einer Eppendorf 5415D

Tischzentrifuge (Eppendorf, Hamburg) zentrifugiert, das Pellet in ca. 100 µl Überstand resus-

pendiert und ebenfalls auf eine kanamycinhaltigen LB-Agarplatte ausgestrichen. Die Plat-

ten werden dann ü. N. bei 37 °C kultiviert. Nur Bakterien, die das Plasmid mit eingeseztem

Kanamycin-Resistenzgen enthalten, können sich vermehren und sichtbare Kolonien bilden.

Die Kolonien werden dann zur Inokulation des LB-Mediums zur Anzucht der Bakterien für

die DNA-Isolierung (s. Kap. 3.5.1) oder die Proteinexpression (s. Kap. 3.7.1 und Kap. 3.9.2)

bzw. für die Kolonie-PCR (s. Kap. 3.6.5) verwendet.
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Ein Reaktionsansatz mit einem Volumen von 50 µl enthält 1 bis 10 µg des pTKK19xb/ub-Plas-

mids. Zuerst wird das Plasmid mit dem RestriktionsenzymMph1103I verdaut. Dafür wird eine

Enzymmenge entsprechend einer Aktivität von 3 U dem Reaktionsansatz hinzugefügt. Dieser

wird für 2 h bei einer Temperatur von 37 °C inkubiert, anschließend wird das Enzym bei 65 °C

für 10 min hitzeinaktiviert.

Zur Erzeugung eines sogenannten stumpfen Endes wird nach dem Verdau mit Mph1103I dem

Ansatz 0,6 µl 10 mM dNTPs sowie 25 U T4-DNA-Polymerase hinzugefügt und für 5 min

bei RT inkubiert. Anschließend wird das Enzym für 10 min bei 70 °C hitzeinaktiviert. Dann

wird das sogenannte Polylinkerfragment, das bei der Ligation stören würde, durch Verdau mit

dem Restriktionsenzym NotI freigesetzt. Das Enzym wird schließlich für 10 min bei 70 °C

hitzeinaktiviert. Danach wird ein Aliquot des Ansatzes parallel zu einem DNA-Größenmarker

in einem Agarosegel getrennt und die entstandenen DNA-Fragmente auf ihre Richtigkeit über-

prüft (s. Kap. 3.5.2).
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Nach dem Restiktionverdau bleiben an den 5’-Enden der DNA-Fragmente Phosphatreste zu-

rück, die für die Ligation benötigt werden. Dadurch würde eine Religation des Vektors er-

möglicht werden. Die Dephosphorylierung linearisierter DNA-Moleküle verhindert eine Re-

ligation der Vektorenden. Dabei wird die 5’-Phosphatgruppe mit Hilfe der Shrimp Alkaline

Phosphatase (SAP) (MBI Fermentas, St. Leon-Rot) entfernt.

Es werden 1 U SAP zu einem Verdauansatz hinzugefügt und für 1 h bei 37 °C inkubiert. Das

Enzym wird anschließend für 20 min bei 65 °C hitzeinaktiviert. Um die Enzyme anschlie-

ßend von der DNA zu trennen, wird das QIAquick Nucleotide Removal Kit (Qiagen, Hilden)

verwendet.
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Die folgenden einzelsträngigen Oligonukleotide sind bei BioTeZ Berlin-Buch GmbH (Berlin)

käuflich erworben:

5’CGTTATGGCCAGGAAGATATTGATGTGATGGGCCTGAGCTTTCGTtaagc

3’ggccgcttaACGAAAGCTCAGGCCCATCACATCAATATCTTCCTGGCCATAACG

Nach dem Annealing entsteht ein doppelsträngiges DNA-Fragment, das für den Aminosäu-

resequenzabschnitt Arr(66-80) kodiert. Die Oligonukleotide werden mit einer Endkonzentra-

tion von jeweils 50 pmol/µl in H2Odest gelöst. Jeweils 200 pmol werden in 100 mM NaCl-

Lösungen in einem Volumen von 100 µl gelöst. Die DNA-Lösung wird für 5 min bei 95 °C

inkubiert, dann innerhalb von 5 min auf 25 °C abgekühlt und ü. N. bei RT stehengelassen. Die

Reaktion erfolgt in einem MJ Research PTC 200 Thermal Cycler (GMI, Ramsey, USA).
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Für die Insertion der Oligonukleotide in den linarisierten pTKK19xb/ub-Vektor (s. Kap. 3.6.1)

wird die DNA-Ligase des Bakteriophagen T4 (MBI Fermentas, St. Leon-Rot) verwendet. Für

die verschiedenen Ligationsansätze werden jeweils 30 ng linearisierte pTKK19xb/ub-Vektor-

DNA und ein zehn-, fünfzig- und hundertfach molarer Überschuss der zu insertierenden DNA

eingesetzt. Die Konzentrationen werden nach folgender Formel berechnet:

m(Insert[ng]) =
X ·m(Vektor[ng]) · l(Insert[bp])

l(Vektor[bp])
(3.4)

mit m(Vektor) = 30 ng, l(Insert) = 54 bp, l(Vektor) = 3000 bp und X als Überschuss-Faktor.

Zusätzlich enthalten die Inkubationsansätze 1 mM ATP und 1 U T4-DNA-Ligase (MBI Fer-

mentas, St. Leon-Rot). Zur Kontrolle wird ebenfalls ein Ansatz ohne Oligonukleotide inku-

biert (sogenannter Religationsansatz). Anschließend werden diese bei 16 °C für 11 h mit

300 rpm auf einem Thermomixer comfort (Eppendorf, Hamburg) geschüttelt. Nach der In-

kubation werden E. coli Mach1-Zellen mit jeweils 5 µl des Ligationsansatzes transformiert

(s. Kap. 3.5.5).
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Eine Kolonie-PCRwird durchgeführt, um die mit den Ligationsansätzen transformierten E. co-
li-Klone auszuwählen, die die Vektoren mit dem gewünschten insertierten DNA-Fragment
enthalten (s. Kap. 3.6.4). Dafür ist es nicht notwendig, die DNA zu isolieren.
Jeweils 10 E. coli-Kolonien einer Ligationskulturplatte werden gepickt und direkt jeweils in
50 µl Kolonie-PCR-Ansatz suspendiert.
Die Amplifikation der DNA erfolgt nun über eine anfängliche Denaturierung der DNA bei
95 °C für 4 min, gefolgt von einem 30fachen Zyklus von 30 s Denaturierung bei 95 °C, Anla-
gerung der Primer für 30 s bei 50 °C und einer Kettenverlängerung für 2 min bei 72 °C. Das
Programm endet mit einer langsamen Abkühlung der Proben bis 4 °C. Die PCR wird in einem
MJ Research PTC 200 Thermal Cycler (GMI, Ramsey, USA) durchgeführt.
Vor der Denaturierung werden Zellen aus jedem Kolonie-PCR-Ansatz auf LB-Platten mit
Kanamycin ausgestrichen, um die DNA der positiven Klone später über DNA-Isolierung
(s. Kap. 3.5.1) zu gewinnen.
Nach Beendigung der PCR wird jeweils ein Aliquot der Ansätze entnommen und die Am-
plifikation über Gelelektrophorese überprüft. Positive Klone, d. h. die PCR-Produkte, die im
Gel auf insertierte DNA hinweisen, werden für die Sequenzierung zur Überprüfung der DNA-
Sequenz durch Seqlab (Göttingen) weiterpräpariert.

Kolonie-PCR-Ansatz:

5 µl 10xTAQ-Puffer

2,5 mM MgCl2
200 µM dNTPs

10 pmol T7-Promotor

10 pmol T7-Terminator

0,5 U TAQ-Polymerase

ad 50 µl H2Odest
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Die Anzucht der Bakterien zur Herstellung des isotopenangereicherten Arr(66-80)-Peptids
erfolgt in M9-Minimalmedium nach Sambrook et al. (1989). Die Verwendung von 15N-Am-
moniumchlorid als einziger Stickstoffquelle und 13C6-Glukose als einziger Kohlenstoffquelle
erlaubt eine einfach durchzuführende, nahezu vollständige Anreicherung mit den stabilen Iso-
topen 15N und 13C. Die Zellanzucht erfolgt in mit Schikanen versehenen Erlenmeyerkolben
in einem Unitron-Schüttler (Infors-HT, Einsbach) bei 37 °C und 200 rpm. Eine Vorkultur
von 5 ml LB-Flüssigmedium (s. Kap. 3.5.1) wird mit 5 µl des Antibiotikums Kanamycin
mit einer Konzentration von 50 mg/ml versetzt, mit einer Kolonie einer LB-Agarplatte (siehe
Kap. 3.5.5) inokuliert und für mindestens 12 h inkubiert. Mit dieser Vorkultur wird dann eine
weitere Vorkultur à 100 ml M9-Minimalmedium, die zuvor mit 100 µl Kanamycin-Lösung
versetzt wird, inokuliert und ü. N. inkubiert. Diese Vorkultur wiederum wird dazu verwen-
det, die eigentliche Expressionskultur à 1 l M9-Minimalmedium auf eine OD600 von etwa 0,1
anzuimpfen. Bei Erreichen einer Bakteriendichte von OD600 0,6 bis 0,8 wird die Proteinex-
pression durch IPTG-Zugabe in einer Endkonzentration von 1 mM induziert und 4 h unter
Schütteln bei 37 °C inkubiert. Anschließend werden die Bakterien durch Zentrifugation bei
8000 x g, 4 °C für 25 min in 1l-Beckman-Zentrifugenbecher in einem JLA 8.100 Festwin-
kelrotor in einer Avanti J-20 XP Zentrifuge (Beckman, Palo Alto, USA) pelletiert. Das Pellet
wird mit 25 ml PBS-Puffer resuspendiert, in 50 ml-Greiner-Röhrchen überführt, nochmals
bei 8000 x g, 4 °C für 25 min in einer Eppendorf 5804R Zentrifuge gewaschen und bis zur
Weiterverwendung bei -20 °C gelagert. Die Kontrolle der Überexpression des Proteins erfolgt
durch Probenentnahme vor und zu bestimmten Zeitpunkten während der Expression, die über
SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) analysiert werden.

M9-Minimalmedium

9,1 g/l NaH2PO4·2H2O

3 g/l KH2PO4

0,5 g/l NaCl

1 g/l 15NH4Cl

2 mM MgSO4 (aus einer 1 M Stammlösung)

10 µM Fe(III)citrat (aus einer 10 mM Stammlösung)
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100 µM CaCl2 (aus einer 1 M Stammlösung)

2 g/l 13C6-Glukose

0,2% (v/v) TS2-Lösung (aus einer 500x-Stammlösung)

1 ml Vitamincocktail

TS2-Lösung Vitamincocktail

58,8 mg/l ZnSO4·H2O 1 mg/l d-Biotin

30 mg/l MnCl2·4H2O 1 mg/l Cholinchlorid

300 mg/l H3BO3 1 mg/l Folsäure

200 mg/l CoCl2·6H2O 1 mg/l Natrium-D-panthothenat

20 mg/l NiCl2·6H2O 1 mg/l Nicotinamid

10 mg/l CuCl2·2H2O 1 mg/l Pyridoxalhydrochlorid

900 mg/l Na2MoO2·2H2O 0,1 mg/l Riboflavin

20 mg/l Na2SeO3
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Für den Zellaufschluss wird ein Zellpellet mit 3 ml Puffer A pro Gramm Nasszellgewicht

versetzt und auf Eis resuspendiert. Die Zelllösung wird dann 5 x 20 s mit jeweils 10 s Pause

mittels eines Ultraschallstabes (Branson Sonifier 250, Branson Ultrasonics Corp., Danbury,

USA) im Eiswasserbad sonifiziert. Anschließend werden die nichtlöslichen Bestandteile durch

eine Zentrifugation bei 8000 x g und 4 °C für 40 min in einer Eppendorf 5804R Zentrifuge

pelletiert. Der Überstand wird für die Reinigung unter nativen Bedingungen, das Pellet für die

Reinigung unter denaturierenden Bedingungen verwendet.

 !"! -%./.0(/0 1%* 23345567896:%;<.1*

Das Arr(66-80)-Peptid wird als Fusionsprotein aus einemN-terminalen HistidinüberhangMG-
HHHHHHHHHH, Ubiquitin und der Arrestinaminosäuresequenz der Positionen 66 bis 80
exprimiert. Der N-terminale His10-Tag erlaubt eine Trennung des Fusionsproteins von Ver-
unreingungen unmittelbar aus dem Zelllysat über Ni2+-NTA (engl. nickel-nitrilotriacetic acid)-
Agarose als Affinitätsmatrix. Das Fusionsprotein befindet sich nach Zentrifugation des Zell-
lysats in etwa gleichen Anteilen im löslichen als auch im unlöslichen Teil des Zellaufschluss.
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Deshalb wird das Fusionsprotein sowohl unter nativen als auch unter denaturierenden Bedin-
gungen gereinigt (Kohno et al. 1998).

Puffer A Puffer B

50 mM Tris HCl, pH 8 50 mM Tris HCl, pH 8

100 mM NaCl 500 mM NaCl

1 mM β -Mercaptoethanol 1 mM β -Mercaptoethanol
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Das Ni2+-NTA-Agarose-Säulenmaterial (Qiagen, Hilden) wird mit 5 Säulenvolumen Puffer

A äquilibriert. Es werden 1 ml Säulenmaterial pro Gramm Nasszellgewicht verwendet. Der

Überstand des zentrifugierten Zelllysats wird auf das Säulenmaterial gegeben. Die Säule wird

dicht verschlossen und zur effizienteren Bindung des Fusionsproteins an das Säulenmaterial

für 1 h bei Raumtemperatur auf einem CAT RM5 Schüttler (Zipperer GmbH, Staufen) ge-

schüttelt. Anschließend wird der Durchfluss abgelassen und gesammelt. Das Säulenmaterial

wird nun mit 3 Säulenvolumen Puffer B, anschließend mit 6 Säulenvolumen Puffer A ge-

waschen. Die Elution gebundener Proteine erfolgt über einen fünfstufigen Imidazolgradienten

mit 2 Säulenvolumen 10 mM Imidazol, 2 Säulenvolumen 100 mM Imidazol, 3 Säulenvolumen

200 mM Imidazol, 2 Säulenvolumen 400 mM Imidazol in Puffer A. Es werden Elutionsfrak-

tionen entsprechend 1 Säulenvolumen gesammelt.

Die Reinigung wird anhand von Proben der Überstands-, Durchfluss-, Wasch- und Elutions-

fraktionen sowie des Säulenmaterials nach Elution über SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) analysiert

und gegebenenfalls mittels einer Amiconkammer (Millipore, Schwalbach) konzentriert.
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Das Pellet des zentrifugierten Zelllysats wird in 100 ml Puffer A mit 6 M Guanidinhydrochlo-

rid (GdnHCl) resuspendiert und ü. N. bei 4 °C und 50 rpm auf einem Heidolph Polymax 1040

Schüttler (Roth, Karlsruhe) inkubiert. Anschließend wird die Suspension bei 8000 x g und

4 °C für 40 min zentrifugiert. Der Überstand wird auf das mit 6 M GdnHCl in Puffer A äquili-

brierte Ni2+-NTA-Agarose-Säulenmaterial (Qiagen, Hilden) aufgetragen. Die Säule wird dicht

verschlossen und zur effizienteren Bindung des Fusionsproteins an das Säulenmaterial für 1 h
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bei Raumtemperatur auf einem CAT RM5 Schüttler (Zipperer GmbH, Staufen) geschüttelt.

Anschließend wird der Durchfluss abgelassen und gesammelt. Das Säulenmaterial wird nun

mit 6 Säulenvolumen 6 M GdnHCl in Puffer A gewaschen. Die Rückfaltung des Fusions-

proteins, das an das Säulenmaterial gebunden ist, findet nun mit einem reversen Gradienten

von 6 bis 0 M GdnHCl in Puffer A statt. Dabei werden Stufen von jeweils 1 Säulenvolumen

5 M, 4 M, 3 M, 2 M, 1 M GdnHCl in Puffer A gewählt. Danach wird das beladene Säulen-

material mit 6 Säulenvolumen Puffer A gewaschen. Die Elution gebundener Proteine erfolgt

über einen fünfstufigen Imidazolgradienten mit 2 Säulenvolumen 10 mM Imidazol, 2 Säu-

lenvolumen 100 mM Imidazol, 3 Säulenvolumen 200 mM Imidazol und 2 Säulenvolumen

400 mM Imidazol in Puffer A. Dabei werden Elutionsfraktionen entsprechend 1 Säulenvolu-

men gesammelt.

Die Reinigung wird anhand von Proben der Überstands-, Durchfluss-, Wasch- und Elutions-

fraktionen sowie des Säulenmaterials nach Elution über SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) analysiert

und gegebenenfalls mittels einer Amiconkammer (Millipore, Schwalbach) konzentriert.
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Die Yeast-Ubiquitin-Hydrolase (YUH) ist eine Cystein-Protease, die zur Klasse der Ubiquitin-

C-terminale-Hydrolasen gehört. Sie katalysiert sehr spezifisch die Proteolyse am C-terminalen

Ende des Ubiquitins, das fusionierte Peptid wird dabei freigesetzt. Die vereinigten und kon-

zentrierten Elutionsfraktionen der Affinitätschromatographie, die das His10-Ubiquitin-Arr(66-

80)-Fusionsprotein enthalten, werden jeweils mit 50 bis 100 µg Yeast-Ubiquitin-Hydrolase

pro ml Spaltansatz versetzt und für mindestens 3 h bei 37 °C inkubiert. Der zeitliche Verlauf

der Proteolyse des Arr(66-80)-Peptids vom His10-Ubiquitin-Tagwird mittels Probenentnahme

vor Zugabe des Enzyms sowie zu Zeitpunkten t = 0, t = 0,5 h, t = 1 h und t = 3 h während des

Spaltungsprozesses analysiert. Dabei werden jeweils 20 µl des Inkubationsansatzes entnom-

men, sofort mit 5 µl Laemmlipuffer versetzt und für 5 min bei 95 °C denaturiert. Anschließend

werden die Proben mittels SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) untersucht. Der Spaltansatz wird zum

Abbruch der Proteolysereaktion in Aliquots à 25 ml fraktioniert und bei -80 °C gelagert.

/)0).*)(123"*)143.-5"$-'."!3,) 6/247

Bei der Reversed-Phase-Chromatographie dienen Hydroxygruppen, die mit langen Kohlen-
wasserstoffketten verethert sind als unpolare Trägermaterialien. Sie werden deshalb auch als
Umkehrphasen oder reverse Phasen bezeichnet. Bei dieser Chromatographiemethode kommt
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es zu einer hydrophoben Wechselwirkung zwischen dem zu analysierenden Stoffgemisch mit
der unpolaren stationären Phase im polaren, wässrigen Laufmittel. Mit Hilfe eines unpolaren
organischen Löungsmittels findet die Elution der Komponenten des Stoffgemisches statt. Das
organische Lösungsmittel konkurriert dabei mit den adsorbierten Molekülen um Bindeplätze.
Es werden bei dieser Methode häufig Gradiententrennungen verwendet. Durch Erhöhung der
Konzentration des organischen Lösungsmittels in der wässrigen Phase wird die Polarität ver-
ringert und dadurch die Elutionswahrscheinlichkeit erhöht. Es kommt somit zur Trennung der
Komponenten entsprechend ihrer Polarität (Lottspeich & Zorbas 1998).
Der Spaltansatz (s. Kap. 3.7.3) wird über 0,22 µm-Rotilabo-Spritzenfilter (Carl Roth Gmbh,
Karlsruhe) filtriert und in Aliquots à 5 ml auf eine 15RPC-3-ml-Säule (Amersham Bioscience,
Freiburg) injiziert. Die Trennung des Spaltansatzes und die damit verbundene Reinigung des
Arr(66-80)-Peptids erfolgt über einen Stufengradienten an einer Agilent 1200 Series HPLC-
Anlage (Agilent Technologies, Waldbronn). Der Gradient wird aus den Lösungen A und B,
welche Acetonitril (ACN) als Lösungsmittel der mobilen Phase beinhalteten, in entsprechen-
den Teilen zusammengesetzt. Dieser Gradient besteht aus einer isokratischen Phase für 10 min
bei 2 % ACN, einem linearen Anstieg über 5 min auf 17,6 % ACN, einem linearem Anstieg
über 30 min auf 56 % ACN, einem linearen Anstieg über 5 min auf 80 % ACN, einer iso-
kratischen Phase für 3 min bei 80 % ACN und einem linearen Abfall innerhalb von 3 min
zurück auf 2 % ACN. Dabei wird mit einer Flussrate von 1 ml/min bei 40 °C gearbeitet. Die
Trennung der Komponenten wird durch UV-Extinktionsmessungen bei 214 nm detektiert. Die
Elutionsfraktionen werden manuell gesammelt.

Lösung A Lösung B

2% (v/v) Acetonitril 80% (v/v) Acetonitril

0,065 % (v/v) Trifluoressigsäure 0,05% (v/v) Trifluoressigsäure

in H2Odest in H2Odest

 !"#$%&'(!)* +$,  ((-../012/3$456+,

Die RPC-Elutionsfraktion wird nach erfolgter Reinigung sofort in flüssigem Stickstoff ein-

gefroren und ü. N. lyophilisiert. Das gefriergetrocknete Peptid wird anschließend in 15 ml-

Gefäßen (Greiner, Frickenhausen) bei -80 °C gelagert oder sofort für NMR-Messungen einge-

setzt. Mit dieser Maßnahme kann der Abbau des relativ instabilen Peptids minimiert werden.
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Das isotopenangereicherte Arr(67-77)-Peptid wird innerhalb der Arbeitsgruppe nach einem

Protokoll von Koenig et al. (2003) hergestellt und gereinigt.

 !: #$%&'$(()*+ ,$&  !"#$%&! '(%)*+, -$*.!/&0
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Die in Kapitel 1.9 und 1.10 beschriebene Methode basiert auf den Arbeiten der Gruppe von

Prof. S. G. Sligar (Bayburt et al. 2002). Das Protokoll wird modifiziert und für das in unse-

rem Labor angewandte System optimiert. Das Membrane Scaffold Protein MSP1 besteht aus

einem N-terminalen 6-fachen Histidin-Überhang MGSSHHHHHH, gefolgt von einer TEV-

Protease-Schnittstelle ENLYFQG und der N-terminal-verkürzten Aminosäuresequenz des hu-

manen Apolipoproteins A1 (Aminosäuresequenz des MSP1 s. 6.2). Die Synthese des Plasmids

pUC57_MSP1, das für das MSP1 kodiert, erfolgt durch die Firma GenScript (Piscataway, NJ,

USA).
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Das für MSP1 kodierende Insert wird mit den Restriktionsenzymen BamHI und EcoRI aus

dem pUC57-Vektor herausgeschnitten und anschließend über die Schnittstellen NcoI und SacI

in den Expressionsvektor pET28a ligiert. Dadurch wird das für MSP1 kodierende Plasmid

pET28a_MSP1 erzeugt.

 !"!; <*=%>?6 /,- @A'6,-+,* %*/ 789-,00+)* /,0 3$4#

Die Anzucht der Bakterien E. coli BL21DE3 zur Herstellung des MSP1 erfolgt in LB-Medium

(s. Kap. 3.5.1) in mit Schikanen versehenen Erlenmeyerkolben bei 37 °C und 200 rpm in ei-

nem Unitron-Schüttler (Infors-HT, Einsbach). Eine Vorkultur von 20 ml LB-Flüssigmedium

wird mit 20 µl des Antibiotikums Kanamycin mit einer Endkonzentration von 50 mg/l versetzt,

mit einer Kolonie einer LB-Platte (s. Kap. 3.5.5) inokuliert und für mindestens 12 h inkubiert.
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Diese Vorkultur wird dazu verwendet, die eigentliche Expressionskultur mit einem Volumen

von 1 l mit 50 mg/l Kanamycin auf eine OD600 von etwa 0,1 anzuimpfen. Bei Erreichen einer

Bakteriendichte von OD600 0,6 bis 0,8 wird die Proteinexpression durch IPTG-Zugabe mit ei-

ner Endkonzentration von 1 mM induziert. Die Kultur wird 4 bis 5 h unter Schütteln bei 37 °C

weiterinkubiert. Anschließend werden die Bakterien durch Zentrifugation bei 8000 x g, 4 °C

für 25 min in 1 l-Beckman-Zentrifugenbechern in einem JLA 8.100-Festwinkelrotor pelletiert.

Das Pellet wird mit 25 ml PBS-Puffer resuspendiert, in 50 ml-Greiner-Röhrchen überführt und

nochmals mit 8000 x g, 4 °C für 25 min in einer Eppendorf 5804R-Zentrifuge gewaschen und

bis zur Weiterverwendung bei -20 °C gelagert. Die Kontrolle der Überexpression des Proteins

erfolgt durch Probenentnahme vor und zu bestimmten Zeitpunkten während der Expression,

die über SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) analysiert werden.

 !"! #$%%&'()*+%'))

Für den Zellaufschluss wird ein Zellpellet mit 10 ml 10 mM NaPi, 1 mM PMSF, pH 7,4

versetzt und auf Eis resuspendiert. Anschließend wird 1 % Triton hinzugefügt und die Zell-

suspension 6 x 20 s mit jeweils 10 s Pause mittels eines Ultraschallstabes (Branson Sonifier

250, Branson Ultrasonics Corp., Danbury, USA) im Eiswasserbad sonifiziert. Anschließend

werden die nichtlöslichen Bestandteile durch eine Zentrifugation bei 8000 x g und 4 °C für

40 min pelletiert. Der Überstand wird über 0,45 µm-Rotilabo-Spritzenfilter (Roth, Karlsruhe)

filtriert und für die Reinigung weiterverwendet, das Pellet wird verworfen.

 !"!, -$./.0'/0 1$) 2345

Der Überstand des zentrifugierten Zelllysats wird auf 1 ml pro Gramm Nasszellgewicht mit
Puffer C unter Zusatz von 1 % Triton äquilibriertem Ni2+-NTA-Agarose-Säulenmaterial ge-
geben. Die Säule wird dicht verschlossen und zur effizienteren Bindung des MSP1 an das
Säulenmaterial für 1 h bei Raumtemperatur auf einem CAT RM5 Schüttler (Zipperer GmbH,
Staufen) geschüttelt. Anschließend wird der Durchfluss abgelassen und gesammelt. Das Säu-
lenmaterial wird nun mit 4 Säulenvolumen Puffer C mit 1 % Triton, anschließend mit 4 Säu-
lenvolumen Puffer C mit 50 mM Natriumcholat gewaschen. Die Elution gebundener Proteine
erfolgt über einen dreistufigen Imidazolgradienten mit 4 Säulenvolumen 10 mM Imidazol,
4 Säulenvolumen 50 mM Imidazol, 4 Säulenvolumen 100 mM Imidazol, 4 Säulenvolumen
750 mM Imidazol in Puffer C mit 50 mM Natriumcholat wobei MSP1 bei ca. 100 mM Imida-
zol eluiert wird. Dabei werden Elutionsfraktionen entsprechend 1 Säulenvolumen gesammelt.
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Die Reinigung wird anhand von Proben der Überstands-, Durchfluss-, Wasch- und Elutions-
fraktionen sowie des Säulenmaterials nach Elution über SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) analysiert.
Die Elutionsfraktionen, die das gereinigte MSP1 enthalten, werden vereinigt, falls notwen-
dig mit einer Amicon-Kammer (Millipore, Schwalbach) auf 1 mg/ml konzentriert und gegen
10 mM NaPi, 1 mM EDTA, pH 7,4 dialysiert.

Puffer C

40 mM TrisHCl, pH 8

300 mM NaCl

1 mM β -Mercaptoethanol

 !"# $%&'(%))*+, *+- ./0&01(%&2'2%&*+,
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Zur Herstellung einer Lipid-Detergenz-Stammlösung wird das Lipid 1-Palmitoyl-2-Oleoyl-sn-
Glycero-3-Phoshocholin (POPC, Avanti Polar Lipids, Alabaster, USA) verwendet. Das Lipid
liegt bei einer Konzentration von 2 mg/ml in Chloroform gelöst vor und wird bei -80 °C ge-
lagert. Zunächst werden 2 ml der Lipid-Chloroform-Lösung unter dem Abzug mit Stickstoff
begast, um das Lösungsmittel zu verflüchtigen. Der entstandene Lipidfilm wird dann in 1 ml
Cyclohexan aufgenommen, in flüssigem Stickstoff eingefroren und ü. N. lyophilisiert. Das
nun vollständig von Lösungsmittelresten befreite POPC wird in einem molaren Verhältnis Li-
pid : Detergenz von 1 : 2 in wässriger Lösung aufgenommen. Als Detergenz wird im Regelfall
Natriumcholat verwendet.

POPC-NaCholat-Stammlösung

50 mM POPC

100 mM NaCholat oder OG/OTG/NG

in 10 mM NaPi, pH 7,4
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Zur Herstellung leerer Nandisks, d. h. ohne inkorporiertes Membranprotein, werden die Kom-

ponenten POPC, Natrium-Cholat, MSP1 im molaren Verhältnis 75 : 150 : 1 in 10 mM NaPi,

1 mM EDTA, pH 7,4 gelöst eingesetzt. Dabei wird von einer Konzentration von 1 mg/ml

MSP1 ausgegangen. Der Inkubationsansatz wird ü. N. bei 37 °C gelagert. Anschließend wer-

den ca. 300 mg/ml Biobeads SM-Adsorbent (Biorad, Hercules, USA) hinzugefügt und die

Suspension für weitere 4 h auf einem Taumel-Rollenschüttler CAT RM5 (Zipperer GmbH,

Staufen) unter leichter Bewegung inkubiert. Biobeads SM-Adsorbent adsorbierten die gelösten

Detergenzmoleküle mit hoher Affinität und elimineren sie dadurch aus der Lösung. Das Elimi-

nieren der Detergenzmoleküle induziert eine spontane Bildung der Nanodsiks. Die Biobeads

SM-Adsorbent werden zuvor in einem geringen Volumen 10 mM NaPi, pH 7,4 angefeuchtet,

so dass es bei Zugabe zum Nanodiskansatz nicht zu Volumenverlusten durch Flüssigkeits-

aufnahme derselben kommt. Schließlich werden nach erfolgter Inkubation die Biobeads SM-

Adsorbent mit Hilfe eines 0,45 µm Spritzenfilters von der Nanodisk-Lösung getrennt. Diese

wird bis zur weiteren Reinigung über Größenausschlusschromatgraphie bei 4 °C gelagert.

 !"#! %&'()*+,-&.*&.*+/ /(0 1,23(&4 70-+5,& )5,&8*2+5&350
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Das Verfahren zur Herstellung proteinbeinhaltender Nanodisks entspricht im Wesentlichen

der unter Kap. 3.10.2 beschriebenen Methode. Zusätzlich wird zum Inkubationsansatz das [U-
15N]-angereicherte CD4mut, welches der Transmembrandomäne des T-Zell-Korezeptors CD4

(cluster determinant 4) entspricht, hinzugefügt. Die Komponenten POPC, Natrium-Cholat,

MSP1, CD4mut werden hier im molaren Verhältnis 100 : 200 : 1,3 : 1 eingesetzt. CD4mut

wird nachWittlich et al. (2007) exprimiert und gereinigt. Da das freie CD4mut in Puffer unlös-

lich ist, wird das in lyophilisierter Form vorliegende Protein zunächst mit dem in Chloroform

gelösten POPC gemischt und dann wie unter Kap. 3.10.1 beschrieben zusammen getrocknet

(Wittlich et al. 2007).

 !"#!9 :0;<5&*(..=82(..=80->*+-40*?8,5

Das Prinzip der Größenausschlusschromatographie beruht auf der Trennung der gelösten Mo-

leküle nach Größe und Form. Dabei dringen die gelösten Moleküle unterschiedlich tief in eine

Gelmatrix mit definierter Porengröße ein und legen dadurch einen unterschiedlich langen Weg
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durch die Säule zurück. Je höher das Molekulargewicht der Moleküle ist, umso eher werden

diese von der Säule eluiert.

Um intakte Nanodisks von den restlichen Komponenten wie freies MSP1, Lipidvesikel sowie

Detergenzmolekülen zu trennen wird eine Größenausschlusschromatographie durchgeführt.

Diese dient ebenfalls zur groben Abschätzung des Molekulargewichts der gebildeten Modell-

membranen.

Zur Reinigung der Nanodisks durch Größenausschlusschromatographie wird eine analytische

Superdex 200 10/300 GL-Säule (Amersham Bioscience, Freiburg) an einem Äkta-Purifier

System (Amersham Bioscience, Freiburg) verwendet. Die Nanodisklösung wird vor der In-

jektion auf das Säulenmaterial für 10 min, 10000 x g bei RT zentrifugiert, um sicher zu gehen,

dass keine größeren Partikel auf das Säulenmaterial injiziert werden und dieses dadurch be-

schädigen. Es werden 250 µl der zu analysierenden Lösung auf die zuvor mit 10 mM NaPi,

150 mMNaCl pH 7,4 äquilibrierte Säule aufgetragen. Die Trennung der Komponenten erfolgt

mit einer Flussrate von 0,5 ml/min 10 mM NaPi, pH 7,4 bei einem Gesamtdurchflussvolumen

von 1,5 Säulenvolumina (ca. 45 ml) bei 12 °C. Die Elutionfraktionen werden in Volumina à

500 µl gesammelt. Die Elution der Komponenten wird mittels UV-Absorption bei Wellenlän-

gen von 280 nm, 214 nm und 209 nm detektiert. Die Fraktionen, die einem Absorptionssignal

zugeordnet werden können, werden mittels SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) analysiert. Die Nano-

disks enthaltenden Fraktionen werden vereinigt, gegebenfalls über Centricon YM-10 (Milli-

pore, Schwalbach) konzentriert und für weitere Analysen bei 4 °C gelagert.

Zur Abschätzung des Molekulargewichts wird ein Standardverfahren mit dem High Molecu-

lar Weight Gel Filtration Calibration Kit (Amersham Bioscience, Freiburg) durchgeführt. Zur

Kalibrierung der Säule wird nach Protokoll des Herstellers vorgegangen und die globulären

Proteine Ferritin (440 kDa), Catalase (232 kDa), Aldolase (158 kDa), BSA (67 kDa) und

Chymotrypsin (25 kDa) verwendet. Anschließend wird eine Kalibrierungsgerade berechnet.
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Um die Stabilität der Nanodisks zu beurteilen, wird ebenfalls die Methode der Größenaus-

schlusschromatographie angewendet. Dabei wird nach bestimmten Zeitintervallen zwischen 1

bis 34 Tagen jeweils 200 µl der Nanodisks enthaltenden und vereinigten Fraktionen auf eine

Superdex 200 10/300-Säule injiziert und wie bereits in Kap. 3.10.4 beschrieben analysiert. In

der Zwischenzeit werden die vereinigten Fraktionen bei 12 °C gelagert.
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Um die Integrität des MSP1-Proteins zu überprüfen, werden Circulardichroismus (CD)-Spekt-

ren aufgenommen und darüber die Sekundärstrukturanteile des freien als aus des lipidassozi-

ierten MSP1 bestimmt. Die Fern-UV-CD-Spektren werden mit einem Jasco J810 CD-Spektro-

polarimeter (Jasco, Groß-Umstadt) aufgenommen. Es werden rechtwinklige Quarzglas-Suprasil-

Küvetten QS (Hellma, Müllhein) mit einer Schichtdicke von 1 mm verwendet. Die Fern-UV-

CD-Spektren werden in einem Wellenlängenbereich von 260 nm bis 190 nm mit einer Auf-

nahmegeschwindigkeit von 20 nm/min, einer Bandbreite von 1 nm und einer Auflösung von

1 nm bei Raumtemperatur aufgenommen. Alle Proteinspektren werden um das entsprechende

Pufferspektrum korrigiert und aus den gemessenen Elliptizitäten werden die mittleren molaren

Elliptizitäten pro Aminosäurerest [Θ]MRW nach folgender Formel berechnet.

[Θ]MRW =
Θ ·100
c ·d ·N

(3.5)

Dabei ist [Θ]MRW die mittlere molare Elliptizität pro Aminosäure in deg cm2 dmol−1, Θ die

gemessene Elliptizität in deg, c die Proteinkonzentration in M, d die Schichtdicke der Küvette

in cm und N die Anzahl der Aminosäuren des Proteins.

Die quantitative Analyse der Sekundärstrukturanteile wird mit dem Software-Paket CDPro

durchgeführt (Sreerama &Woody 2000). Es handelte sich dabei um die drei Programme SEL-

CON3 (Sreerama & Woody 1993), CDSSTR (Johnson 1999) und CONTINLL (Provencher &

Glöckner 1981) mit einem Satz von 56 Proteinen. Die spektrale Dekonvolution wird im Wel-

lenlängenbereich von 240 -190 nmmit 51 Datenpunkten durchgeführt. Die Anteile an α-Helix

und β -Faltblatt werden durch Addition der korrespondierenden regulären und deformierten

Anteile berechnet. Die resultierenden Daten sind die arithmetischen Mittel der Daten der drei

Programme. Die untersuchten Proben haben eine MSP1-Konzentration von 5 -15 µM.
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Die NMR-Experimente werden an VarianUNITYINOVA-Spektrometern aufgenommen, die bei

Protonenfrequenzen von 600 und 800 MHz betrieben werden.

Es werden Varian 5 mm Z-PFG-1H{13C, 15N}- und XYZ-PFG-1H{13C, 15N}-Probenköpfe

verwendet. Zur Verbesserung der Empfindlichkeit stehen kryogen gekühlte Probenköpfe zur

Verfügung, bei welchen die Temperatur des Vorverstärkers und der Spule auf 25 K herabge-
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setzt werden. Zur Prozessierung der NMR-Spektren werden die Programme VNMRJ (Version

1.1d; Varian, Inc.) oder NMRPipe (Version2.3; Delaglio et al. 1995) verwendet. Die Program-

me NMRDraw (Version 1.7; Delaglio et al. 1995) und CARA (Version 1.3.1; Keller 2004)

werden für die Visualisierung und Analyse der Spektren verwendet.
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Für die NMR-Messungen am freien Peptid werden Lösungen von 1 bis 2 mM des jeweiligen

Peptids in H2Odest mit 10 %D2O (v/v) oder 10 mMNaPi, pH 6,6, 20 mMKCl, 10 %D2O (v/v)

(Cambridge Isotope Laboratories, Andover, USA) verwendet. Der pH-Wert wird mit einer

pH-Mikro-Elektrode (Hamilton, Bonaduz, Schweiz) gemessen und gegebenenfalls mit 0,1 M

NaOH angepasst. Es werden 350 µ l der Lösung in 5 mm-Shigemi-Rundröhrchen (BMS-005V;

Shigemi, Tokio, Japan) überführt.

,)("!*($-* .)( /$(01!123.*!* )*%  !"#$%

Die Vorbereitung der NMR-Proben, die dunkeladaptierte Diskmembranen enthalten, findet

unter Rotlicht (PF 712E; Philips, Niederlande) in der Dunkelkammer statt. Die Probe für eine

NMR-Messung besteht aus 50 bis 60 µM dunkeladaptiertem Rhodopsin mit 1 bis 2 mM Pep-

tid und 10 % D2O (Cambridge Isotope Laboratories, Andover, USA) in 10 mM NaPi, pH 6,6,

20 mM KCl. Ein Volumen von 350 bis 400 µl wird ebenfalls in ein 5 mm-Shigemi-Röhrchen

(BMS-005V; Shigemi, Tokio, Japan) überführt. Der pH-Wert wird mit einer pH-Mikro-Elektro-

de (Hamilton, Bonaduz, Schweiz) gemessen und gegebenenfalls mit 0,1 M NaOH angepasst.

Das Shigemi-Röhrchen wird im Spinner so befestigt, dass sich die Flüssigkeit genau im

Messfenster befindet. Der Spinner mit Messröhrchen wird dann in einem zweifach verschlos-

senen lichtdichten schwarzen Schlauch aufbewahrt und vorsichtig in das NMR-Spektrometer

überführt, so dass die Probe nicht belichtet wird.
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Es werden neben 1D-1H-Spektren, zweidimensionale NMR-Spektren wie TOCSY, T-ROESY,
1H-1H-NOESY, 1H-15N- und 1H-13C-HSQC aufgenommen. Die Aufnahmen der indirekten

Dimension erfolgt auf der Basis der Quadraturdetektion mit der States-Methode (States et al.
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 !"#$$# %&'( Akquisitionsparameter der durchzuführenden NMR-Experimente
Experiment sw np sw1 ni nt d1 mix t

[Hz] [Pkt] [Hz] [Pkt] [s] [ms] [min]
2D (15N-1H)-HSQC 5000 500 720 120 2 1.0 - 9:49

2D (13C-1H)-CT-HSQC 6000 510 2900 81 2 1.5 - 9:44
(aliphatisch)
2D NOESY 10000 1800 9000 256 4 1.25 30/50 52:11

2D TOCSY 6000 641 6000 128 32 1.0 70 72:08

2D T-ROESY 6000 1200 6000 128 64 1.0 300 415:12

sw1, sw2: aufgenommene spektrale Breite in der direkten und indirekten Dimension in Hz
np, ni: aufgenommene komplexe Punkte in der direkten und indirekten Dimension

nt: Anzahl der Wiederholungsexperimente; d1: Delay zwischen zwei Einzelexperimenten in s;
mix: Mischzeit in ms;

1982). Zur Unterdrückung des Wassersignals wird die WATERGATE-Sequenz verwendet

(Piotto et al. 1992). Die chemischen Verschiebungen der NMR-Signale werden auf das Was-

sersignal referenziert, welches bei 10 °C bei 4,960 ppm und bei 20 °C bei 4,838 ppm rela-

tiv zu Trimethylsilylpropionat (TSP, 0 ppm) liegt. Die Parameter aller verwendeten NMR-

Experimente sind in Tab. 3.5 aufgelistet.

 !"#$%&#'(# )*$ +#,-'.'))*-$/'*'0

Für die sequenzspezifische Resonanzzuordnung der Protonensignale werden TOCSY und T-

ROESY-Experimente am freien Peptid durchgeführt.

Das TOCSY-Experiment wird bei einer 1H-Frequenz von 600MHz bei 10 °C und einer Misch-

zeit von 70 ms aufgenommen. Es werden Datenmatrizen von 641 x 128 komplexen Punkten

bei einer Aufnahmezeit von 107 ms in der direkten Dimension aufgenommen. Als Misch-

sequenz während TOCSY-Spinlockperioden wird das DIPSI-3-Schema genutzt (Shaka et al.

1988). Die Aufnahme eines TOCSY-Spektrums dauert 72 min. Das T-ROESY-Experiment

wird bei einer Frequenz von 600 MHz bei 10 °C und einer Mischzeit von 300 ms aufgenom-

men. Es werden Datenmatrizen von 1200 x 128 komplexen Punkten bei einer Aufnahmezeit

von 200 ms in der direkten Dimension aufgenommen. Die Aufnahmezeit eines T-ROESY-

Spektrums beträgt 415 min.
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Zur Bestimmung der 15N-1H-transferierten Restdipolkopplung (TrRDC) des Proteinrückgra-

tes werden Protonen gekoppelte 15N-1H-HSQC-Spektren bei einer Frequenz von 600 MHz

sowohl bei 10 °C als auch bei 20 °C gemessen. Die Datenmatrizen bestehen aus 500 x 120

komplexen Punkten mit einer Aufnahmezeit von 100 ms in der direkten Dimension. Es wer-

den zwei Wiederholungsexperimente aufgezeichnet, was einer Gesamtdauer von 10 min pro

Spektrum entspricht.

Zur Bestimmung der 13C-1H-TrRDC werden Protonen gekoppelte 13C-1H-CT-HSQC-Spekt-

ren mit einem CT-Delay von 28 ms bei einer Frequenz von 600MHz sowohl bei 10 °C als auch

bei 20 °C gemessen. Die Datenmatrizen bestehen aus 510 x 81 komplexen Punkten mit einer

Aufnahmezeit von 85 ms in der direkten Dimension. Für die Breitband-13C/15N-Entkopplung

während der direkten Detektionsperiode werden GARP-Sequenzen verwendet (Shaka & Kee-

ler 1987). Es werden zwei Wiederholungsexperimente aufgezeichnet, was einer Gesamtdauer

von 10 min pro Spektrum entspricht.

Pro Versuchreihe werden jeweils 10 Spektren im dunkeladaptierten Zustand des Rhodopsins

gemessen. Dann wird das Shigemi-Röhrchen aus dem NMR-Spektrometer entfernt und die

Probe sofort für 30 s über eine Filtereinheit GG495 (Schott, Mainz) belichtet. Das Shigemi-

Röhrchen wird anschließend direkt wieder in das NMR-Spektrometer eingesetzt. Nach ei-

ner kurzen Äquilibrierungszeit von 2 min werden ohne Änderung jeglicher Parameter erneut

25 bis 30 Spektren aufgenommen.
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Zur weiteren Vervollständigung der Resonanzzuordnungen sowie zur Gewinnung von Infor-

mationen über Distanzeinschränkungen zwischen räumlich benachbarten Protonen in Form

von Kern-Overhauser-Effekt-Signalen (NOE) werden 1H-1H-NOESY-Spektren bei einer 1H-

Frequenz von 800 MHz bei 10 °C und einer Mischzeit von 50 bzw. 30 ms aufgenommen.

Es werden Datenmatrizen von 1800 x 256 komplexen Punkten bei einer Aufnahmezeit von

100ms in der direkten Dimension aufgenommen. Die Aufnahmezeit eines 2D-NOESY-Spektrums

beträgt 52 min.

Eine Anzahl von 15 2D-NOESY-Spektren mit 4 Wiederholungsexperimenten werden in Prä-

senz dunkeladaptierten Rhodopsins vor der Lichtaktivierung aufgezeichnet. Dann wird das

Shigemi-Röhrchen aus dem NMR-Spektrometer entfernt und die Probe sofort für 30 s über

eine Filtereinheit GG495 (Schott, Mainz) belichtet. Das Shigemi-Röhrchen wird anschließend
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sofort wieder in das NMR-Spektrometer eingesetzt. Nach einer kurzen Äquilibrierungszeit

von 2 min werden ohne Änderung jeglicher Parameter erneut 5 Spektren aufgenommen.
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Dipolare Einbindungskopplungen (1D) können in einem HSQC-Spektrum, bei welchem in der

indirekten Dimension kein refokusierender Puls integriert ist, gemessen werden. Der Abstand

zwischen den Dublettkomponenten entspricht dann der skalaren Kopplung plus der transfe-

rierten Restdipolkopplung 1J + 1D. Die Berechnung der TrRDC findet mit bereits zur Ver-

fügungen stehenden tcl-Skripten statt, mit welchen automatisch die Differenz zwischen den

Dublettkomponenten in Hz in zeitlicher Reihenfolge berechnet werden können. Es wird eine

Tabelle erstellt, in welcher die Differenzen pro Aminosäure als Funktion der Zeit dargestellt

werden. Die Differenz des Abstandes der gekoppelten Signale im lichtaktiverten Zustand des

Rhodopsins zum Zeitpunkt t und dem Mittelwert des entsprechenden Abstandes der gekop-

pelten Signale der dunkeladaptierten Spektren entspricht der TrRDC.

Für jede Aminosäure wird dann der Verlauf der Änderung der Kopplungskonstanten in Ab-

hängigkeit der Zeit mit gängigen Tabellenkalkulationsprogrammen visualisiert. Diese Vorge-

hensweise wird sowohl für die 15N-1H- als auch für die 13C-1H-Kopplungen angewendet.

Der Zeitverlauf der beobachteten Aufspaltung der Signale (1Jexp (t) in Hz) nach der Photoak-

tivierung wird durch folgende Gleichung beschrieben:

1Jexp(t) =1 Jdunkel +1D · e
−t
τ (3.6)

Dabei ist 1Jdunkel die Kopplung im dunkeladaptierten Zustand, 1D die Restdipolkopplung zum

Zeitpunkt t = 0 und τ die exponentielle Zerfallskonstante des peptidbindenden Zustands.

Die Regressionskurve des exponentiellen Zerfalls, der für die jeweilge Aminosäure bestimm-

ten 1Jexp, wurde mit der Software SigmaPlot (Systat Software, San Jose, USA) bestimmt. Über

einen gekoppelten Datensatz aller ermittelten 1Jexp (t) wird eine gemeinsame Zerfallskonstan-

te τ berechnet, während die Anpassungsparameter 1Jdunkel und 1D für jede Aminosäure indi-

viduell bestimmt werden. Die Regressionskurven jeder Kopplung werden auf den Zeitpunkt

t = 0, d. h. den Zeitpunkt der Photoaktivierung extrapoliert. Die Differenz dieser Kopplung

zum Zeitpunkt t = 0 und der Kopplung des dunkeladaptierten Zustands 1Jdunkel entspricht der

transferierten Restdipolkopplung 1D zum Zeitpunkt t = 0.
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Die Dauer eines 1H-1H-NOESY-Experiments entspricht in etwa der Halbwertszeit des MetaII-

Zustands bei den gewählten Bedingungen. Deshalb können pro 1H-1H-NOESY nur 4 Wie-

derholungsexperimente aufgenommen werden. Um das Signal-zu-Rausch-Verhältnis zu ver-

besseren, werden die Signalintensitäten aus 15 Spektren im dunkeladaptierten Zustand des

Rhodopsins addiert und anschließend wieder durch 15 geteilt. Dabei sollten die NOE-Signale

stabil bleiben, während das Rauschen sich ausmittelt und dadurch kleiner wird.

Aufgrund starker Kreuzrelaxation im gebundenen Zustand des Peptids ist die Diagonalmag-

netisierung im Spektrum nach der Belichtung um ca. 30 % im Vergleich zu einem Spektrum

vor Belichtung reduziert. Deshalb werden die Signalintensitäten des gemittelten Spektrums

mit einem Faktor 0,7 multipliziert.

Um ein Differenzspektrum zu erhalten, werden die Signalintensitäten des mit 0,7 multiplizier-

ten gemittelten Spektrums im dunkeladaptierten Zustand vom ersten Spektrum des lichtak-

tivierten Zustands des Rhodopsins abgezogen. Dieses Differenzspektrum wird anschließend

zur NOE-Zuordnung für die Strukturanalyse verwendet.
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Die NOE-Signale werden auf Basis der erfolgten Resonanzzuordnung manuell zugeordnet.

Dazu wird die Software CARA (Keller 2004) verwendet.

Für die Kalibrierung wird eine r−4-Distanzabhängigkeit der NOE-Kreuzsignale gewählt, um

den Effekt der potentiellen Spindiffusion zu minimieren (Güntert et al. 1991). Die qualitati-

ve Verteilung der beobachteten sequentiellen Hα -HN-Signale sind typisch für eine α-helikale

Struktur. Deshalb werden als Referenz diese sequentiellen Abstände dαN von 3,5 Å des he-

likalen Bereiches im Peptid gewählt. Schwache Kreuzsignale zwischen Protonen A und C

werden dann nicht berücksichtigt, wenn starke Kreuzsignale zwischen den Protonen A und

B sowie B und C existierten. Für die Strukturberechnung werden Distanzeinschränkungen

von r ± 0,2 r Rückgrat-Rückgrat- und Rückgrat-Seitenketten-Interaktionen verwendet. Für

Seitenketten-Seitenkettenn-Interaktionen werden Distanzeinschränkungen von r ± 0,3 r ver-

wendet.
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Zur Bestimmung der dreidiemsionalen Struktur der Peptide wird das Programmpaket Xplor-

NIH (Schwieters et al. 2003) verwendet. Es wurden ausschließlich Standardprotokolle des

Programms benutzt. Für alle Berechnungen wird die Parameterdatei parallhdg.pro verwendet,

welche Teil des Xpor-NIH-Paketes ist. Die Datei enthält die Informationen über kolvalente

und nicht-kovalente Geometrie der Peptidkette (Bindungslängen, Bindungswinkel, van-der-

Waals-Radien etc.) sowie skalierbare Kraftkonstanten für alle Potentiale. Die konkrete Topo-

logie der Peptidkette (d. h. die Struktur der Aminosäuren und deren Anordnung in der Pep-

tidsequenz) wird mit Hilfe des Xplor-NIH-Skriptes generate_template.inp unter Verwendung

der Topologiedatei topallhdg.pro generiert. Dabei wird eine gestreckte Peptidkette als Aus-

gangsmolekül für die Moleküldynamik erzeugt. Als experimentelle Struktureinschränkungen

werden die in Kap. 3.11.5 beschriebenen Distanzeinschränkungen benutzt.

Die simulated-anneling-Moleküldynamik-Rechnung wird mit dem Protokoll sa.inp durchge-

führt. Es werden Standardparameter mit folgenden Modifikationen verwendet. Zum Absuchen

des Konformationsraumes beginnt das sa.inp-Protokoll mit einer Energieminimierung in 50

Schritten. Danach schließt sich eine Moleküldynamik (5 ps bei 1000 K) mit schwacher Ge-

wichtung des biquadratischen van-der-Waal-Terms an. Diese schwache Gewichtung erlaubt

den Atomen, sich gegenseitig zu passieren. Es folgt eine Moleküldynamik mit stärkerer Ge-

wichtung der van-der-Waals-Interaktionen. Das Protokoll endet schließlich mit einer Abkühl-

phase von 5 ps in 50 K-Schritten auf 100 K und einer weiteren Energieminimierung in 1000

Schritten. Anschließend wird mit dem Protokoll refine.inp eine Verfeinerung der berechneten

Strukturen durchgeführt.

Während der iterativen Vorgehensweise zur Eliminierung bzw. Minimierung der Verletzun-

gen experimenteller Distanzeinschränkungen wird in der Regel eine Schar von 100 Molekü-

len berechnet, von welchen die 20 Strukturen mit den geringsten Energien zur Strukturanalyse

verwendet werden.
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Die Visualisierung der Strukturen findet mit den Programmen MOLMOL (Koradi et al. 1996)

und PyMOL (DeLano 2002) statt. Zur Analyse der Strukturen werden Ramachandran-Plots

mit dem Programm MOLMOL oder der im Internet verfügbaren Software MolProbity (Lovell

et al. 2003) erstellt. Zur Verifizierung der Sekundärstruktur wurde das Programm DSSP ver-
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wendet (Kabsch & Sander 1983). Die rmsd (engl. root mean square deviation)-Werte wurden

mit den Programmen Xplor-NIH (Schwieters et al. 2003) und MOLMOL berechnet.
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Rhodopsin ist ein Transmembranprotein, das zahlreich in den abgeflachten Diskmembranen

der Stäbchenzellen vorkommt. Ziel dieser Arbeit war es, die dreidimensionale Struktur ei-

nes Peptidanalogons einer Arrestin- oder Transduzin-Bindestelle im Komplex mit photoakti-

viertem Rhodopsin mittels TrNOE-Experimenten zu bestimmen. Dazu war es notwendig, die

Diskmembranen aus der Retina von Rinderaugen zu präparieren. Dafür wurde die unter Kapi-

tel 3.4 beschriebene Methode angewendet.

Um zusätzlich TrRDC-Messungen am Peptid durchführen, war eine weitere Voraussetzung

eine Vorzugsorientierung des Membranproteins im Magnetfeld. Abgeflachte Diskmembranen

richten sich im starken Magnetfeld spontan aus, wodurch die partielle Orientierung des Rho-

dopsins gewährleistet ist.

Zur Präparation der Diskmembranen wurde die Ficoll-Methode nach Smith et al. (1975) an-

gewendet. Ficoll PM 400 (GE Healthcare, Freiburg) ist ein stark verzweigtes, hydrophiles

Polysaccharid, welches sich vollständig in Wasser lösen lässt. Es wird zur Bildung von Dich-

tegradienten für die zonale Zentrifugation verwendet, um Zellen oder Zellkompartimente zu

trennen.

Eine 3,5 %ige Ficoll-Lösung ist für Diskmembranen eine hypotone Lösung, die intakte Disk-

membranen leicht anschwellen, jedoch nicht platzen lässt. Deshalb flottierten diese während

der Zentrifugation im entstehenden Gradienten und konnten dadurch von zerstörten Diskmem-

branen und restlichen Zellfragmenten getrennt werden. Durch geeignete Puffer, die für das

weitere Vorgehen verwendet wurden, erreichte man, dass die Diskmembranen ihre abgeflachte

Form beibehielten. Dabei musste ein Kompromiss gefunden werden, so dass die Diskmem-

branen weder aggregieren noch zu stark osmotisch anschwellen. Ersteres findet bei zu hoher,

letzteres bei zu geringer Ionenstärke statt. Deshalb wurde für die NMR-Messungen ein 10 mM

NaPi-Puffer, 10 % D2O, pH 6.6 mit 20 mM KCl gewählt.
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Die erfolgreiche Präparation intakter abgeflachter Diskmembranen wurde zunächst über ein

UV-Vis-Spektrum im Wellenlängenbereich von 250 bis 600 nm überprüft. Dabei waren die

Wellenlängen λ = 280, 380 bzw. 500 nm von besonderem Interesse. Bei einer Wellenlänge

von 280 nm wurde der Gesamtproteinanteil in der Suspension ermittelt. Bei 280 nm absorbie-

ren das Protein Rhodopsin als auch noch zusätzliche in bzw. an den Diskmembranen assozierte

Proteine. Bei 500 nm absorbiert ausschließlich das in Rhodopsin inkorprierte Chromophor 11-

cis-Retinal. Es ist das Isomer, das charakteristisch für den Grundzustand des Rhodopsins ist.

Durch die Absorption eines Photons isomerisiert 11-cis-Retinal zu all-trans-Retinal, welches

wiederum bei 380 nm absorbiert. Dies ist die charakteristische Wellenlänge für den MetaII-

Zustand des Rhodopsins. Das Extinktionsverhältnis α = A280 nm : A500 nm (s. Kap. 3.4.4) stellt

sowohl ein Maß für die Reinheit der Suspension als auch für die Integrität des dunkeladaptier-

ten Rhodopsins dar. Es sollte bei einer erfolgreichen Präparation nach Smith et al. (1975) bei

1,6 bis 2,2 liegen.

Die Diskmembranpräparation konnte erfolgreich im Labor etabliert werden. Es konnten Disk-

membransuspensionen mit Volumina zwischen 1 und 3 ml präpariert werden, die je nach

Präparationsdurchgang Konzentrationen von 150 bis 300 µM dunkeladaptiertem Rhodopsin

enthielten. Dies entsprach ausgehend von ca. 1 mg Rhodospin pro Diskmembran und einer

Menge von 50 Retinae einer Ausbeute von bis zu 70 %. Das Extinktionsverhältnis α lag in

der Regel bei Werten ≤ 2.

In Abb. 4.1 A ist als Beispiel das Spektrum einer mit Faktor 20 verdünnten Diskmembransus-

pension in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, pH 6,6 mit 3 % LDAO im dunkeladaptierten Zustand

des Rhodospins (schwarz) als auch nach 30 s Belichtung (rot) abgebildet. Die schwarze Kur-

ve hat ein Maximum von 0,55 Extinktionseinheiten (AU) bei einer Wellenlänge λ = 500 nm

sowie ein Maximum von 1,09 AU bei einer Wellenlänge λ = 280 nm. Dies entspricht einem

Extinktionsverhältnis α = 2,0 und einer Konzentration von 270 µM dunkeladaptierten Rho-

dopsins. Nach 30 s Belichtung verschiebt sich das Maximum von λ = 500 nm hypsochrom

zur Wellenlänge λ = 380 nm (siehe rote Kurve). Dies zeigt, dass durch die Belichtung neben

anderen Photointermediaten hauptsächlich der MetaII-Zustand des Rhodopsins entsteht.

Zusätzlich konnte mittels SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) bestätigt werden, dass Rhodopsin zu ei-

nem sehr hohen Reinheitsgrad in der Diskmembransuspension vorlag. In Abb. 4.1 B wird ein

SDS-Gel gezeigt, mit welchem eine Probe der Diskmembransuspension nach der Präparation

analysiert wurde. Der Anteil des Rhodopsins an der Proteinfraktion betrug mindestens 95 %.
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 !!"#$%&' ()*+ UV/Vis-Absorptionsspektrum dunkeladaptierter und lichtaktivierter Diskmembranen
und SDS-Gel zur Überprüfung der Diskmembranpräparation. (A) 20fache Verdün-
nung einer Diskmembransuspension mit 275 µM dunkeladaptiertem Rhodopsin in 10 mM
NaPi, 20 mM KCl und 3 % LDAO bei 6,6. Die schwarze Kurve entspricht dem UV/Vis-
Absorptionsspektrum dunkeladaptierter Diskmembranen. Dunkeladaptiertes Rhodopsin hat
ein Absorptionsmaximum bei λ = 500 nm. Die rote Kurve entspricht dem UV/Vis-
Absorptionsspektrum der gleichen Probe nach 30 s Belichtung. Der aktivierte Zustand des
Rhodopsins MetaII hat ein Absorptionsmaximum bei λ = 380 nm. Das Absorptionsverhältnis
A280nm/A500nm entspricht hier 1,09/0,55 = 2. Die Qualität einer Diskmembranpräparation wird
u. a. über diese Absorptionsverhältnis bestimmt und sollte im Bereich 1,6 bis 2,2 liegen. (B)
15 %iges SDS-Glyzin-Gel nach Coomassie-Färbung. Aufgetragen sind 10 µl einer Diskmem-
bransuspension mit 100 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, pH 6,6. Der Anteil des
Rhodopsins an den im Gel sichtbaren Proteinen beträgt ca. 95 %. Dies belegt die Reinheit der
Diskmembransuspension.
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Die verwendete Präparationsmethode wich teilweise von der von Koenig et al. (2002) verwen-

deten Methode zur Herstellung abgeflachter Diskmembranen ab. Ein weiteres Kriterium für

die erfolgreiche Diskmembranpräparation war die Ausrichtung der mit Hilfe der modifizierten

Methode hergestellten Diskmembranen im Magnetfeld. Als Indikator diente die Messbarkeit

der TrRDC des S2-Peptids. Deshalb wurden 15N-1H-HSQC-Spektren mit 50 µM Rhodopsin

und 2 mM S2-Peptid aufgenommen, um den zeitlichen Verlauf der TrRDCs nach Lichtakti-

vierung des Rhodpsins zu bestimmen. Hiermit sollten die Messungen von Koenig et al. (2002)

reproduziert und mit dessen Ergebnissen verglichen werden. Es konnte gezeigt werden, dass

nach Präparation der Rhodopsin enthaltenden Diskmembranen nach der oben beschriebenen

Methode (Kap. 3.4) TrRDCs erfolgreich gemessen und qualitativ reproduziert werden konn-

ten.

In Abb. 4.2 A sind exemplarisch die Änderung der TrRDCs bei einer Temperatur von 20 °C

in Abhängigkeit der Zeit der vier Aminosäuren E342, K345, G348 und F350 des S2-Peptids

dargestellt. Die Punkte geben dabei die gemessenen Daten wieder, die durchgezogene Li-

nie entspricht dem über einen gekoppelten Datensatz angepassten Zeitverlauf der einzelnen

Kopplungen (s. Kap. 3.11.3). Die TrRDC der Aminosäuren N343 und S346 wurden ebenfalls

bestimmt, während die der Aminosäuren L344 und D346 aufgrund von Signalüberlappungen

nicht berücksichtigt wurden. Die JNH-Kopplung hat ein negatives Vorzeichen, deshalb sind in

der Abb. 4.2 A aus Gründen der Übersichtlichkeit lediglich die Beträge der JNH-Kopplung an-

gegeben. Die dipolare Kopplung 1D zum Zeitpunkt t = 0 entspricht der Differenz der 1Jdunkel

und dem extrapolierten Wert 1Jexp (0) der Regressionskurve. Die berechneten dipolaren Kopp-

lungen 1D entsprachen für die Aminosäuren E342 -1,4 Hz, für N343 0,9 Hz, für K345 -2,3 Hz,

für S346 0,2 Hz, für G348 -2,2 Hz, für L349 -0,2 Hz und für F350 0,7 Hz.

Im Histogramm in Abb. 4.2 B werden die berechneten dipolaren Kopplungen 1D in blau im

Vergleich zu den von Koenig et al. (2002) publizierten Daten in grün dargestellt. Dabei ist zu

erkennen, dass die entsprechenden TrRDCs zwar kleiner sind, jedoch qualitativ reproduziert

werden konnten.

Die Methode der UV/Vis-Spektroskopie und die Messung der TrRDC des S2-Peptids bestätig-

ten die Integrität der präparierten Diskmembranen und deren Ausrichtung im Magnetfeld. Da-

mit konnte gezeigt werden, dass sich die Diskmembranen für TrNOE- und TrRDC-Messungen

eignen.



63

 !!"#$%&' ()*+ Gemessene 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen des S2-Peptids in Abhängigkeit der Zeit nach
der Photoaktivierung. A Die 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen der Aminosäuren E342, K345, G348

und F350 wurden durch 1H-gekoppelte 15N-1H-HSQC-Spektren bei 20 °C und einer Magnet-
feldstärke von 14,1 T gemessen. Die Probe enthielt 2 mM [U-15N]-S2, 50 µM Rhodopsin in
10 mM NaPi, 20 mM KCl, 10 % D2O, pH 6,6. Die Werte bei Zeitpunkten t < 0 entsprechen
den gemessenen 1Jdark-Aufspaltungen der Experimente mit dunkeladaptiertem Rhodopsin, die
Werte bei zeitpunkten > 0 den gemessenen 1Jexp-Aufspaltungen der Experimente nach 30 s
Belichtung der Probe. Die Zeitpunkte entsprechen dem zeitlichen Mittelpunkt eines HSQC-
Experimentes. Die Regressionskurven wurden, wie unter Kap. 3.11.3 beschrieben, berechnet.
B Histogramm der in dieser Arbeit ermittelten 1D (blau) der Aminosäuren E342, N343, K345,
S347, G348, L349 und F350 im Vergleich zu Koenig et al. (2002) (grün).
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Die in Tab. 3.1 aufgeführten Peptide wurden getestet, um geeignete Kandidaten zu finden, die

an lichtaktiviertes Rhodopsin im MetaII-Zustand binden und zur Strukturbestimmung mittels

TrNOE-Spektrokopie und TrRDC-Messungen geeignet waren.

Die Peptide Tα (2-28) und Tα (2-25)myr entsprechen den Sequenzabschnitten bereits bekann-

ter Bindestellen des Transduzins, die Peptide Arr(51-70) und Arr(231-250) bereits bekannter

Bindestellen des Arrestins. Sie waren auf ihr Wechselwirkungsverhalten mit MetaII von Dr.

Oliver Ernst (Charité, Berlin) und Dr. Alexander Pulvermüller (Charité, Berlin) untersucht

worden. Für die NMR-Testmessungen wurden diese Peptide freundlicherweise zur Verfügung

gestellt.

Die Peptide Arr(66-80), Arr(152-170), Arr(232-245), Arr(251-262), Arr(342-354) wurden bei

Dr. Peter Henklein (Charité, Berlin) zur Synthese in Auftrag gegeben. Kriterium zur Aus-

wahl der Peptide waren auch hier bereits bekannte Bindestellen, sowie oberflächenexponier-

te Regionen im Arrestinmolekül, die als potentielle Bindestellen fungieren könnten. Zusätz-

lich wurde Tα (311-323) untersucht, ein Tα -Peptid, das eine Region enthält, die über Extra-

MetaII-Versuche und Cross-Linking-Experimente als Bindestelle zu photoaktiviertem Rho-

dopsin identifiziert wurde (Hamm et al. 1988 und Cai et al. 2001).
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Zunächst wurden 1D-1H-Spektren der freien Peptide aufgenommen. Dabei wurden Peptidkon-

zentrationen von 0,5 bis 2 mM in 10 mM NaPi, 10 mM KCl und 10 % D2O, pH 6.6 gewählt.

Sofern ein für Peptide typisches Spektrum erkennbar war, konnte davon ausgegangen werden,

dass die Peptide in Lösung weder aggregiert noch degardiert waren.

Im nächsten Schritt wurden 1D-1H-Spektren in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembra-

nen aufgezeichnet. Diese Spektren wurden mit den 1D-1H-Spektren der freien Peptide ver-

glichen. Zeigten die jeweiligen Spektren das gleiche Signalmuster, wurde das entsprechende

Peptid für die NOESY-Experimente weiterverwendet.

Die Peptide Arr(51-70) und Arr(231-250) konnten unter den gewählten Bedingungen nicht

gelöst werden. In den 1D-1H-Spektren waren nur wenige und im Verhältnis zu der eingesetz-

ten Konzentration zu schwache Signale zu detektieren.
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Bei Peptid Tα (2-25)myr konnten nach Zugabe der Diskmembranen zum freien Peptid über-

haupt keine Signale mehr detektiert werden.

Die drei bisher erwähnten Peptide wurden als nicht geeignete Kandidaten für weitere Unter-

suchungen mittels TrNOESY- und TrRDC-Mesungen ausgeschlossen.

Lag jedoch eine erkennbare Übereinstimmung des jeweiligen 1D 1H-Spektrums des freien Pe-

tids mit dem entsprechenden Spektrum in Anwesenheit der Diskmembranen vor, wurde dieses

Peptid zunächst in die engere Auswahl zur Messung der TrNOESY-Spektren genommen. Es

handelte es sich dabei um die Peptide Arr(66-80), Arr(152-170), Arr(232-245), Arr(251-262),

Arr(342-354), Tα (311-323) und Tα (2-28).
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Die Arrestin-Peptide Arr(66-80), Arr(152-170), Arr(232-245), Arr(251-262) und Arr(342-354)

sowie die Tranduzin-Peptide Tα (311-323) und Tα (2-28) wurden auf deren Wechselwirkungs-

verhalten zu lichtaktiviertem Rhodopsin mittels 1H-1H-NOESY-Spektren getestet. Um eine

Bindung des jeweiligen Peptids an Rhodopsin zu detektieren, mußte sich das Peptid im schnel-

len Ausstausch zwischen gebundener und freier Form befinden. Die Geschwindigkeitskon-

stante der Rückreaktion k-1 mußte deshalb im Bereich 105 s-1 sein. Dies entspricht einem KD

im Bereich von 10-3 M, wenn davon ausgegangen werden kann, dass eine diffusionsabhängige

Geschwindigkeitskonstate der Hinreaktion k1 von 108 M-1s-1 vorliegt. Peptide, die entweder

schwächer oder stärker an Rhodopsin binden, konnten mit dieser Methode nicht als Wechsel-

wirkungspartner des lichtaktivierten MetaII-Zustands identifiziert werden.

Ein NOESY-Spektrum des freien Peptids, d. h. ohne Diskmembranen sollte nur wenige oder

keine Kreuzsignale aufweisen. Da das Peptid in freier Lösung keine definierte Raumstruktur

hat, sind die NOE sehr klein und können deshalb nicht detektiert werden.

In Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembranen sollten die Peptide nicht an Rhodopsin

im Grundzustand binden. Möglicherweise kam es bereits in Anwesenheit dunkeladaptierter

Diskmembranen jedoch zu Wechselwirkungen der Peptide mit der Membranoberfläche, wo-

durch aber keine Struktur induziert wurde. Deshalb sollten auch hier maximal sequentielle

Kreuzsignale zu detektieren sein.

Bindet ein Peptid mit einer Dissoziationskonstanten im oben genannten milli- bis mikromola-

ren Bereich an lichtaktiviertes Rhodopsin, sollte es zu einer deutlichen Vermehrung der NOE-

Signale kommen. Diese Kreuzsignale und die damit verbundenen Abstandsinformationen sind

charakteristisch für die durch die Bindung induzierte Struktur.
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 !!"#$%&' ()*+ Überlagerte Ausschnitte aus 1H-1H-NOESY-Spektren der Peptide Tα (311-323) und
Arr(66-80) mit Rhodopsin enthaltenden Diskmembranen. A u. B Überlagerte Ausschnit-
te der HN-aliphatischen Bereiche (A) und der HN-HN-Bereiche (B) zweier 1H-1H-NOESY-
Spektren des Peptids Tα (311-323) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembranen (blau)
und nach 30 s Belichtung (rot). Die Suspension enthielt 1 mM Tα (311-323) mit 50 µM Rho-
dopsin in 10 mMNaPi, 20 mMKCl und 10 %D2O bei pH 6,6. Beide Spektren wurden bei einer
Magnetfeldstärke von 14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern aufgezeichnet. C u. D Über-
lagerte Ausschnitte der HN-aliphatischen Bereiche (C) und der HN-HN-Bereiche (D) zweier
1H-1H-NOESY-Spektren des Peptids Arr(66-80) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmem-
branen (blau) und nach 30 s Belichtung (rot). Die Suspension enthielt 1 mM Arr(66-80) mit
50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl und 10 % D2O bei pH 6,6. Beide Spektren
wurden bei einer Magnetfeldstärke von 14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern bei 10 °C
aufgezeichnet.
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Es wurden NOESY-Spektren, wie unter Kap. 3.11.2 beschrieben aufgezeichnet. Die Proben

hatten eine Konzentration von 60 µM Rhodopsin im Grundzustand und 1 mM des jeweiligen

Peptids in 10 mM NaPi, 20 mM KCl und 10 % D2O bei einem pH-Wert von 6,6. Es wurde je-

weils sowohl ein NOESY-Spektrum im dunkeladaptierten als auch im lichtaktivierten Zustand

des Rhodpsins aufgezeichnet. Die Abb. 4.3, 4.4 und 4.5 zeigen Überlagerungen der Spek-

tren des jeweiligen Peptids in Anwesenheit dunkeladaptierten und lichtaktivierten Rhodopsins.

Abgebildet sind Ausschnitte des HN-aliphatischen Bereichs (oben) und des HN-HN-Bereichs

(unten). Dabei entsprechen die blauen Signale den Kreuzkorrelationen des jeweiligen Peptids

in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembranen. Die roten Signale entsprechen den Kreuz-

korrelationen des Peptids nach Belichtung der Probe. In Abb. 4.3C/D ist deutlich zu erkennen,

dass bei der Probe mit dem Peptid Arr(66-80) nach Belichtung des Rhodopsins zahlreiche zu-

sätzliche Signale detektiert werden konnten.

Das Spektrum des Tα (311-323)-Peptids nach Lichtaktivierung des Rhodopsins in Abb. 4.3A/B

zeigt einige wenige zusätzliche TrNOE-Signale im Vergleich zum Spektrum des dunkeladap-

tierten Zustands. Dies könnte daran liegen, dass das Peptid zwar an photoaktiviertes Rho-

dopsin bindet, die Austauschrate jedoch genau im oberen oder unteren Grenzbereich lag, bei

welchen die TrNOE-Signale nicht mehr ausreichend messbar waren.

Vergleicht man die überlagerten Spektren der Peptide Arr(152-170), Arr(232-245), Arr(251-

262), Arr(342-354) in den Abb. 4.4 und 4.5, sind jeweils keine signifikanten Unterschiede

der detektierten NOE-Signale vor bzw. nach Belichtung des Rhodopsins zu erkennen. Auch

die hier nicht abgebildeten Spektren des Peptids Tα (2-28) wiesen keine zusätzlichen Signale

nach Belichtung des Rhodopsins auf.

Daraufhin wurde zunächst das Peptid Arr(66-80) als einziges zur Strukturberechnung mittels

TrNOE- und TrRDC-Messungen im Rhodopsin gebundenen Zustand ausgewählt. Das Peptid

wurde, wie in den Kap. 3.5 und 3.6 beschrieben, isotopenangereichert rekombinant herge-

stellt. Zu einem späteren Zeitpunkt der vorliegenden Arbeit stellte sich heraus, dass das Peptid

Arr(66-80) chemisch instabil ist und bereits vor bzw. während der NMR-Messungen abgebaut

wurde (s. ebenfalls Kap. 4.3).

Es wurde recherchiert, dass Peptide, die in ihrer Aminosäuresequenz an dritter Stelle ein

Glyzin aufweisen, dazu neigen, die ersten beiden Aminosäuren abzuspalten. Dabei kommt

es durch einen nucleophilen Angriff des endständigen Amidstickstoffs auf das Carbonyl-C-

Atom der zweiten Aminosäure zu einem Ringschluss. Es entsteht ein Laktam aus den Peptid-

bindungen der ersten beiden Aminosäuren R66 und Tyr67, welches auch als Diketopiperazin

bezeichnet wird. Durch die Abspaltung entsteht ein Peptid aus 13 Aminosäuren mit der Se-
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 !!"#$%&' ()(* Überlagerte Ausschnitte aus 1H-1H-NOESY-Spektren der Peptide Arr(152-170) und
Arr(232-245) mit Rhodopsin enthaltenden Diskmembranen. A u. BÜberlagerte Ausschnit-
te der HN-aliphatischen Bereiche (A) und der HN-HN-Bereiche (B) zweier 1H-1H-NOESY-
Spektren des Peptids Arr(152-170) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembranen (blau)
und nach 30 s Belichtung (rot). Die Suspension enthielt 1 mM Arr(152-170) mit 50 µM Rho-
dopsin in 10 mMNaPi, 20 mMKCl und 10 %D2O bei pH 6,6. Beide Spektren wurden bei einer
Magnetfeldstärke von 14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern aufgezeichnet. C u. D Überla-
gerte Ausschnitte der HN-aliphatischen Bereiche (C) und der HN-HN-Bereiche (D) zweier 1H-
1H-NOESY-Spektren des Peptids Arr(232-245) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmem-
branen (blau) und nach 30 s Belichtung (rot). Die Suspension enthielt 1 mM Arr(232-245) mit
50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl und 10 % D2O bei pH 6,6. Beide Spektren
wurden bei einer Magnetfeldstärke von 14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern bei 10 °C
aufgezeichnet.
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 !!"#$%&' ()*+ Überlagerte Ausschnitte aus 1H-1H-NOESY-Spektren der Peptide Arr(251-262) und
Arr(342-354) mit Rhodopsin enthaltenden Diskmembranen. A u. BÜberlagerte Ausschnit-
te der HN-aliphatischen Bereiche (A) und der HN-HN-Bereiche (B) zweier 1H-1H-NOESY-
Spektren des Peptids Arr(251-262) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembranen (blau)
und nach 30 s Belichtung (rot). Die Suspension enthielt 1 mM Arr(251-262) mit 50 µM Rho-
dopsin in 10 mMNaPi, 20 mMKCl und 10 %D2O bei pH 6,6. Beide Spektren wurden bei einer
Magnetfeldstärke von 14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern aufgezeichnet. C u. D Überla-
gerte Ausschnitte der HN-aliphatischen Bereiche (C) und der HN-HN-Bereiche (D) zweier 1H-
1H-NOESY-Spektren des Peptids Arr(342-354) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmem-
branen (blau) und nach 30 s Belichtung (rot). Die Suspension enthielt 1 mM Arr(342-354) mit
50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl und 10 % D2O bei pH 6,6. Beide Spektren
wurden bei einer Magnetfeldstärke von 14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern bei 10 °C
aufgezeichnet.
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quenz Arr(68-80). Des Weiteren traten bei diesem Peptid, wie unter Kap. 4.5.3 beschrieben,

Schwierigkeiten auf, die TrRDC im Rhodopsin gebundenen Zustand zu bestimmen. Deshalb

wurden drei weitere Peptide, die sich von der Sequenz des Arr(66-80)-Peptids ableiten ließen

untersucht. Bei der Auswahl der Peptide wurde darauf geachtet, dass Glycin nicht an dritter

Stelle der Aminosäuresequenz auftrat. Ebenfalls wurden die neuen Peptide im Vergleich zu

Arr(66-80) C-terminal verkürzt. Die Peptide Arr(65-77), Arr(65-76) und Arr(67-77) wurden

mittels Aufnahme der NOESY-Spektren in Anwesenheit sowohl dunkeladaptierter als auch

lichtaktivierter Diskmembranen ebenfalls auf deren Wechselwirkungsverhalten zu photoakti-

viertem Rhodopsin untersucht.

Es konnte festgestellt werden, dass alle drei Peptide ebenfalls an photoaktiviertes Rhodopsin

binden. Es konnte jeweils eine deutlich höhere Anzahl an TrNOE-Kreuzsignalen im Spektrum

nach der Lichtaktivierung im Vergleich zum Spektrum des dunkeladaptierten Zustands detek-

tiert werden. Daraus konnte geschlossen werden, dass auch die verkürzten Peptide an pho-

toaktiviertes Rhodopsin binden und durch die Bindung eine wohldefinierte dreidimensionale

Struktur induziert wird. Exemplarisch werden in Abb. 4.6 die Überlagerungen der Ausschnitte

des HN-aliphatischen Bereichs (A) und des HN-HN-Bereichs (B) der aufgezeichneten 1H-1H-

NOESY-Spektren des Arr(67-77)-Peptids gezeigt. Die in blau abgebildeten Signale entspre-

chen den Kreuzkorrelationen vor, die in rot abgebildeten Signale den Kreuzkorrelationen nach

der Belichtung des Rhodopsins. Da das Spektrum des Peptid Arr(67-77) im lichtaktivierten

Zustand die wenigsten Signalüberlagerungen aufwies, wurde dieses Peptid für weitere Unter-

suchungen ausgewählt.

Der Fokus dieser Arbeit lag somit auf den beiden Arrestin-Peptiden Arr(66-80) und Arr(67-

77), die beide der Aminosäuresequenz der Region zwischen den β -Faltblättern V und VI

(Loop V-VI) der Kristallstruktur des Arrestins entsprechen.
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Für die Herstellung des für Arr(66-80) kodierenden Plasmids pTKK19xb/ub_Jue2 wurde die

Strategie nach Kohno et al. (1998) verwendet. Bei dieser Methode wurde das gewünschte Pep-

tid als Fusionsprotein aus Ubiquitin und einem N-terminalen His10-Überhang in E. coli expri-



71

 !!"#$%&' ()*+ Überlagerte Ausschnitte aus 1H-1H-NOESY-Spektren des Peptids Arr(67-77) mit Rho-
dopsin enthaltenden Diskmembranen. A u. B Überlagerte Ausschnitte der HN-aliphatischen
Bereiche (A) und der HN-HN-Bereiche (B) zweier 1H-1H-NOESY-Spektren des Peptids
Arr(67-77) in Anwesenheit dunkeladaptierter Diskmembranen (blau) und nach 30 s Belich-
tung (rot). Die Suspension enthielt 2 mM Arr(67-77) mit 50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi,
20 mM KCl und 10 % D2O bei pH 6,6. Beide Spektren wurden bei einer Magnetfeldstärke von
14,1 T mit gleichen Aufnahmeparametern bei 10 °C aufgezeichnet.
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miert. Dieses Expressionsystemwurde ausgewählt, da es besonders für kleine Peptide geeignet

und bereits im Labor etabliert war. Ein weiterer Vorteil war, dass Ubiquitin-Fusionsproteine

einfach rückgefaltet werden können. Deshalb konnte sowohl das in löslicher Form als auch in

Einschlusskörperchen exprimierte His10-Ubiquitin-Arr(66-80) gereinigt und verwendet wer-

den. Zusätzlich konnte das Fusionsprotein mit hoher Ausbeute hergestellt werden, während

der His10-Überhang eine einfache Reinigung über Ni2+-NTA-Agarose erlaubte.

Synthetische, einzelsträngige Oligonukleotide wurden mittels eines Nukleinsäure-Hybridisie-

rungsverfahren (s. Kap. 3.6.3) zu einem doppelsträngigen DNA-Fragment, das für Arr(66-80)

kodiert hybridisiert. Die Reingung dieses DNA-Fragmentes von verbliebener, einzelsträngiger

DNA erfolgte über Gelelktrophorese (s. Kap. 3.5.2) und Gelextraktion (s. Kap. 3.5.3).

Als Vektor für die Klonierung wurde das Plasmid pTKK19xb/ub verwendet (Kohno et al.

1998). Für die Präparation der DNA, welche für das Fusionsprotein His10-Ubiquitin-Arr(66-80)

kodierte, wurde der Ausgangsvektor mit den RestriktionsenzymenMph1103I und NotI lineari-

siert. Nach Reinigung des linearisierten Vektors mittels Gelelektrophorese (s. Kap. 3.5.2) und

Gelextraktion (s. Kap. 3.5.3) erfolgte die Ligation und eine anschließende Transformation in

den Klonierungsstamm E. coli Mach1-T1 (s. Kap. 3.5.5). Zur Analyse der Transformanden

wurde eine Kolonie-PCR durchgeführt (s. Kap. 3.6.5). Zeigten die Amplifikate im analyti-

schen Gel die erwartete Größe, wurde die Richtigkeit des Inserts mittels Sequenzierung über-

prüft. Erst dann erfolgte die Transformation des entstandenen pTKK19xb/ub_Jue2-Plasmids

in den Expressionsstamm E. coli BL21DE3. Die erfolgreiche Klonierung des Plasmids wurde

durch eine Testexpression im kleinen Maßstab bestätigt.
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Die Herstellung des einheitlich mit 15N- bzw. 13C-Isotopen angereicherten Peptids Arr(66-80)

war notwendig, um 15N-1H-HSQC und 13C-1H-CT-HSQC-Spektren aufnehmen zu können.

Diese NMR-Spektren dienten der Bestimmung der 1Jexp-Kopplungen der 15N-1H- und 13Cα -
1H-Bindungen in Abhängigkeit der Zeit bezogen auf den Zeitpunkt der Lichtaktivierung des

Rhodopsins.

Die Überexpression des 13,1 kDa großen His10-Ubiquitin-Arr(66-80)-Fusionsproteins erfolg-

te inM9-Minimalmedium (s. Kap. 3.7.1). Als einzige Stickstoffquelle wurde Ammoniumchlo-

rid, als einzige Kohlenstoffquelle Glukose verwendet. Zur Herstellung des [U-15N]-isotopen-
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angereichertem Fusionsproteins wurde 15N-Ammoniumchlorid zusammen mit unmarkierter

Glukose verwendet, zur Herstellung des [U-13C]-isotopenangereicherten Fusionsproteins wur-

de herkömmliches Ammoniumchlorid und vollständig 13C-isotopenangereicherte 13C6-Glu-

kose verwendet.

Ein Volumen von 1 l M9-Minimalmedium wurde, wie bereits in Kap. 3.7.1 beschrieben mit

einer Kolonie pTKK19xb/ub_Jue2 tragender E. coli BL21 DE3-Bakterienzellen inokuliert,

um eine ausreichende Menge Peptid für eine NMR-Messung zu erhalten. Bei einer opti-

schen Dichte bei 600 nm (OD600) zwischen 0,6 und 0,8 wurde die Überexpression des His10-

Ubiquitin-Arr(66-80)-Fusionsproteins durch die Zugabe von IPTG induziert. Die Zellernte

erfolgte nach vier Stunden. Der Erfolg der Überexpression des Fusionsproteins wurde mittels

SDS-PAGE (s. Kap. 3.2.1) überprüft. In Abb. 4.7 wird ein SDS-Glycin-Gel gezeigt, bei wel-

chem neben dem Marker (M) in Spur Expr1 eine Probe der Expressionskultur vor Induktion

und eine Probe in Spur Expr2 nach vierstündiger Überexpression aufgetragen wurde. Das Gel

wurde nach der Methode der Coomassie-Färbung gefärbt (s. Kap. 3.2.2). Es ist zu erkennen,

dass die Proteinbande, die entsprechend der Markerbande von 14,4 kDa im SDS-Gel wan-

derte, nach vierstündiger Überexpression stärker angefärbt wurde. Dies bedeutete, dass der

Proteinanteil des Fusionsproteins mit einem Molekulargewicht von 13,1 kDa in dieser Pro-

be im Vergleich zur Probe vor Induktion deutlich höher war. Dadurch wurde die erfolgreiche

Herstellung des Fusionsproteins bestätigt.

Pro Liter Medium konnten nach Zentrifugation 2 bis 3 g Zellen (Nasszellgewicht) gewon-

nen werden. Für die Reinigung des Fusionsproteins wurden die Zellpellets mittels Ultraschall

(s. Kap. 3.7.2) aufgeschlossen, das Lysat zentrifugiert und zunächst der Überstand für die

Ni2+-NTA-Affinitätschromatographie unter nativen Bedingungen verwendet (s. Kap. 3.7.3).

Das Lysatpellet wurde, wie in Kap. 3.7.3 beschrieben, in 6 M Guanidinhydrochlorid resuspen-

diert, ü. N. inkubiert und anschließend erneut zentrifugiert. Es wurde ebenfalls der Überstand

für die Ni2+-NTA-Affinitätschromatographie unter denaturierenden Bedingungen verwendet

(s. Kap. 3.7.3).

Die erfolgreiche Reinigung des Fusionsproteins wurde mittels SDS-PAGE dokumentiert. In

Abb. 4.7 werden beispielhaft SDS-Gele der Reinigung unter nativen Bedingungen gezeigt.

Es wurden jeweils 15 µl einer Fraktion der verschiedenen Reinigungsschritte analysiert. Die

Proteine wurden nach erfolgter Elektrophorese mittels der Methode der Coomassie-Färbung

sichtbar gemacht. Von links nach rechts sind jeweils Proben des Überstandes (Ü), des Pellets

(P), des Durchflusses (D) und der verschiedenen Waschschritte (W1a und b, W2a und c) auf-

getragen. Auf der rechten Seite sind die Elutionsfraktionen E1 bis E9 abgebildet. Es ist zu
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 !!"#$%&' ()*+ SDS-PAGE zur Überprüfung der Expression und der Reinigung unter nativen Bedingun-
gen des His10-Ubiquitin-Arr(66-80)-Fusionsproteins. 15 %ige SDS-Glyzin-Gele von Pro-
ben der Expression (A) und Reinigung (B) des His10-Ubiquitin-Arr(66-80)-Fusionsproteins. A
Spur M: 5 µl Protein Molecular Weight Marker (Fermentas), Spur Ex1: Zellsuspension vor
Induktion, Spur Ex2: Zellsuspension nach 4 h Überexpression. B Spur M: 5 µ l Protein Mole-

cular WeightMarker (Fermentas), Spur Ü: Überstand des Rohextrakts nach Zellaufschluss und
Zentrifugation, Spur P Pellet des Rohextrakts nach Zellaufschluss und Zentrifugation, Spur
D: Durchfluss des Säulenauftrages, Spuren W1a und b: Waschschritte mit Puffer A, Spuren
W2a bis c: Waschschritte mit Puffer B, Spuren E1-E9: Elutionsfraktionen mit ansteigendem
Imidazolgradienten. Das Fusionsprotein wurde bei einer Konzentration von 200 mM Imidazol
eluiert. Pro Spur sind jeweils 10 µl der mit 4xProbenpuffer behandelten und anschließend bei
95 °C erhitzten Lösungen auf das Gel aufgetragen.

erkennen, dass das Fusionsprotein bei 200 mM Imidazol mit einem Reinheitsgrad von mehr

als 95% eluiert wurde. Es konnten mit beiden Verfahren zusammen pro Liter Expressionskul-

tur in etwa 40 mg Fusionsprotein gewonnen werden.
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Die Abspaltung des His10-Ubiquitin vom fusionierten Arr(66-80)-Peptid erfolgte durch Pro-

teolyse am C-terminalen Ende des Ubiquitins durch die Yeast-Ubiquitin-Hydrolase (YUH).

Dabei wurden die Elutionsfraktionen, die das Fusionsprotein enthielten, vereinigt und mit

50 bis 100 µg YUH pro ml Spaltansatz versetzt und für 3 h bei 37 °C inkubiert. Der zeitliche

Verlauf des Spaltprozesses wurde, wie in Abb. 4.8 zu sehen, mittels SDS-PAGE analysiert. Die

Proteine wurden im Anschluss an die Elektrophorese mittels der Coomassie-Färbung sichtbar

gemacht. Neben dem Marker (M) wurde in Spur 1 eine Probe der YUH-Stammlösung ana-
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lysiert, um deren Integrität sicherzustellen. In Spur 2 wurde eine Probe des gereinigten Fusi-

onsproteins aufgetragen, während die Poben in den Spuren 3, 4 und 5 jeweils nach 0,5 h, 1 h

und 3 h dem Spaltansatz entnommen wurden. In Spur 3 ist im niedermolekularen Bereich am

unteren Gelrand das abgespaltene Arr(66-80)-Peptid zu erkennen.

 !!"#$%&' ()*+ SDS-PAGE zur Überprüfung des enzymatischen Verdaus des His10-Ubiquitin-Arr(66-80)-
Fusionsproteins. 15 %iges SDS-Glyzin-Gel mit Spur M: 5 µ l Protein Molecular WeightMar-
ker (Fermentas), Spur 1: YUH-Stammlösung, Spur 2: Fusionsprotein vor Spaltung, Spur 3:
Spaltansatz nach 0,5 h Spur 4: Spaltansatz nach 1 h Spur 5: Spaltansatz nach 3 h. Die Proben
des Spaltansatzes wurden sofort nach Entnahme mit 4xProbenpuffer versetzt und 5 min bei
95 °C denaturiert. Es wurden jeweils 15 µ l auf das Gel aufgetragen.

Die Reversed-Phase-Chromatographie wurde im Anschluss angewendet, um das abgespal-

tene Arr(66-80)-Peptid in reiner Form zu erhalten (s. Kap. 3.7.3). Dazu mußte es sowohl

von noch ungespaltenem Fusionsprotein, dem Spaltprodukt His10-Ubiquitin und der YUH

als auch von übrigen Pufferkomponeten getrennt werden. Das Arr(66-80) wurde bei 29 %

ACN bei einem Retentionsvolumen von 24 ml eluiert. Im Chromatogramm in Abb. 4.9 sind

die Absorptionssignale bei λ= 214 nm des Arr(66-80), sowie die der restlichen Komponenten

des Spaltansatzes gekennzeichnet.

Die Fraktion des Arr(66-80) wurde sofort ü. N. lyophilisiert und das getrocknete Peptid an-

schließend bei -80 °C gelagert oder sofort für NMR-Messungen weiterverwendet. Nach dem

abgeschlossenen Reinigungsverfahren erhielt man eine Ausbeute von ca. 4 mg Arr(66-80) pro

Liter Expressionsmedium.

Des Weiteren konnten die Signale über die Bestimmung der Massen der eluierten Komponen-

ten mittels MALDI-TOF (Dr. Sabine Metzger, BMFZ) zugeordnet und damit die erfolgreiche

Herstellung und Reinigung des isotopenangereicherten Arr(66-80) bestätigt werden.
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 !!"#$%&' ()*+ RPC-Chromatogramm nach enzymatischem Verdau des Fusionsproteins zur Reinigung
des Arr(66-80)-Peptids 5 ml eines Spaltansatzes wurden auf eine 15RPC-3-ml-Säule (Amers-
ham Bioscience) injiziert. Die Trennung erfolgte über einen ACN-Gradienten (rot). Das Peptid
wurde bei einem Retentionsvolumen von 24 ml bei 29 % ACN eluiert. Die Detektion erfolgte
bei einer λ = 214 nm.

Bei einem Retentionsvolumen von ca. 22 ml fällt in Abb. 4.9 ein kleines Signal auf, das zu-

nächst nicht zugeordnet werden konnte. Die Massenbestimmung ergab 1484 Da. Dies ent-

spricht demMolekulargewicht des [U-15N]-isotopenangereicherten Peptidrestes des Arr(66-80),

welches nach Bildung des Diketopiperazins entsteht. Dies bestätigte die These der Diketopipe-

razin-Bildung und zeigte, dass dieser Zerfallsprozess bereits während der Reinigung begann.
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Die Zuordnung der 1H-Resonanzen der Peptide Arr(66-80) sowie Arr(67-77) erfolgte ausge-

hend von der Aminosäuresequenz über TOCSY (engl. Total Correlation Spectroscopy)- und

ROESY (engl. Rotating Frame Overhauser Effect Spectroscopy)-Spektren der freien Peptide

in 10 mM NaPi, 20 mM KCl und 10 % D2O bei pH 6,6. Bei einem TOCSY-Experiment

werden die Protonen eines Spinsystems miteinander korreliert, d. h. man erhält für jeden

Aminosäure-Typ ein charakteristisches Signalmuster. Über dieses Signalmuster kann eine
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Aminosäure identifiziert oder auf wenige Möglichkeiten eingeschränkt werden. Eine Infor-

mation über die Sequenzposition kann jedoch nicht ermittlt werden. In Abb. 4.10 wird der

HN-aliphatische Bereich des TOCSY-Spektrums für das Peptid Arr(66-80), in Abb. 4.11 für

das Peptid Arr(67-77) gezeigt. Oberhalb der 2-dimensionalen TOCSY-Spektren ist jeweils

eine Projektion der direkten 1H-Dimension mit der Bezeichnung der jeweiligen Aminosäu-

re abgebildet. Zusätzlich wurde jeweils ein ROESY-Spektrum zur sequentiellen Zuordnung

 !!"#$%&' ()*+, Ausschnitt eines TOCSY-Spektrums des Arr(66-80)-Peptids Ausschnitt des HN-
aliphatischen Bereichs eines TOCSY-Spektrums von 1 mM Arr(66-80) in 10 mM NaPi,
20 mM KCl, 10 % D2O bei pH 6,6 zur 1H-Resonanzzuordnung des Peptids. Oberhalb des
TOCSY-Spektrums ist eine Projektion der direkten 1H-Dimension mit der Bezeichnung der
Aminosäuren abgebildet. Das Spektrum wurde bei einer Magnetfeldstärke von 14,1 T bei
10 °C aufgezeichnet.
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 !!"#$%&' ()**+ Ausschnitt eines TOCSY-Spektrums des Arr(67-77)-Peptids Ausschnitt des HN-
aliphatischen Bereichs eines TOCSY-Spektrums von 1 mM Arr(67-77) in 10 mM NaPi,
20 mM KCl, 10 % D2O bei pH 6,6 zur 1H-Resonanzzuordnung des Peptids. Oberhalb des
TOCSY-Spektrums ist eine Projektion der direkten 1H-Dimension mit der Bezeichnung der
Aminosäuren abgebildet. Das Spektrum wurde bei einer Magnetfeldstärke von 14,1 T bei
10 °C aufgezeichnet.

der Spinsysteme verwendet. Im ROESY-Experiment erfolgt der Verstärkungseffekt nicht, wie

im konventionellen NOESY zwischen Elementen der longitudinalen Magnetisierung, sondern

durch tranversale Magnetisierung während der Spinlock-Phase. Der besondere Vorteil des

ROE gegenüber dem NOE ist der Unterschied in der Abhängigkeit von der Korrelationszeit.

Die ROE-Intensität ist immer positiv, unabhängig von der Korrelationszeit, d. h. es gibt kei-

nen Bereich für ωτc, in welchem der ROE 0 oder annähernd 0 wird (Neuhaus & Williamson

2000). Deshalb können ROE-Signale des freien Peptids, trotz des kleinen Molekulargewichts
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detektiert werden. Im ROESY-Spektrum wurden Kreuzsignale zwischen dem Hα (das Pro-

ton des Proteinrückgrates, das an Cα gebunden ist) der Aminosäure i und dem Amidproton

der Aminosäure i+1 detektiert. Darüber war es möglich die Spinsysteme der Aminosäureket-

te über den sogenannten sequential walk sequentiell zuzuordnen. Der sequential walk ist am

Beispiel des Peptids Arr(67-77) in Abb. 4.17 in einem NOESY-Spektrum nach Belichtung des

Rhodopsins abgebildet.

Mit den TOCSY- und ROESY-Spektren des freien Peptids konnten im Falle des Arr(66-80) al-

le Spinsysteme und die dazugehörenden 1H-Frequenzen ab der dritten Aminosäure, im Falle

des Arr(67-77) bereits ab der zweiten Aminosäure zugeordnet werden. Zusätzlich konnten

die chemischen Verschiebungen der Hδ und Hε des N-terminalen Y67 im TOCSY ebenfalls

bestimmt werden.

 !" #$%&'()*+,-.+/0+ 12, (,.-0032/4 5+, 6,78&

Bei einem HSQC-Experiment werden Korrelationen zwischen einer Protonenfrequenz mit der

Frequenz des an das jeweilige Proton gebundenen Heteronukleus beobachtet. Jedes Signal in

einem HSQC-Spektrum repräsentiert ein kovalent an einen 15N- bzw. 13C-Kern gebundenes

Proton.
15N-1H-HSQC- und 13C-1H-CT-HSQC-Spektren wurden ohne Entkopplung in der indirekten

Dimension aufgenommen. Daraus resultiert eine Aufspaltung des Signals zu einem Dublett in

der indirekten Dimension. Die Differenz der chemischen Verschiebungen entspricht der Sum-

me aus der 1J-Kopplung und der Restdipolkopplung 1D.
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Die NMR-Proben zur Bestimung der TrRDC enthielten 2 mM [U-15N]-isotopenangereichertes

bzw. [U-13C]-isotopenangereichertes Arr(66-80) und 50 µM dunkeladaptiertes Rhodopsin in

10 mM NaPi, 20 mM KCl, pH 6,6 und 10 % D2O. Die Messungen wurden sowohl bei 20 °C

als auch bei 10 °C durchgeführt.

Im Falle der 15N-1H-HSQC-Spektren konnten bei beiden Temperaturen 13 1H-15N-Kopplungen

des Peptidrückgrats detektiert werden. Die Kopplungen der ersten beiden Aminosäuren R66

und Y67 konnten aufgrund eines zu schnellen Protonenaustauschs mit dem Lösungsmittel

nicht gemessen werden. Es traten keine Signalüberlappungen auf, so dass die Voraussetzung
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gegeben war, für alle 13 detektierten Aminosäuren die 15N-1H-Kopplungen zu bestimmen.

In Abb. 4.12 werden Ausschnitte aus drei 15N-1H-HSQC-Spektren gezeigt, die bei einer Tem-

perautur von 20 °C aufgezeichnet wurden. Es ist jeweils der Bereich abgebildet, in welchem

die 15N-1H-Kopplungen des Peptidrückgrates detektiert wurden. Zusätzlich werden Projek-

tionen der indirekten Dimension auf Höhe der Amidprotonenfreqenzen der Aminosäuren G68,

E70, I72 und S78 gezeigt.

Abb. 4.12 A zeigt einen Auschnitt eines 15N-1H-HSQC-Spektrums im dunkeladaptierten Zu-

stand des Rhodopsins. Man erkennt scharfe Signale mit Linienbreiten in der direkten Dimen-

sion zwischen 12 und 16 Hz sowie ein hohes Signal-zu-Rausch-Verhältnis. Die Intensitätsver-

hältnisse der Dubletts, die sogenannte Dublett-Assymetrie, liegt zwischen 1,02 und 1,12. Alle

13 detektierten 15N-1H-Kopplungen sind entsprechend der zugehörigen Aminosäuren gekenn-

zeichnet.

Abb. 4.12 B zeigt den gleichen Ausschnitt des 15N-1H-HSQC-Spektrums, welches direkt nach

der Photoaktivierung aufgezeichnet wurde. Die Signalintensitäten nehmen ab und die Lini-

enbreiten vergrößern sich auf 17 bis 24 Hz. Die Dublettkomponenten der Aminosäure G76

konnten nicht mehr zuverlässig detektiert werden. Die Signalintensitäten der Aminosäure D73

waren im Verhältnis zu den anderen detektierten Aminosäuren deutlich verkleinert. Ebenfalls

kam es zu einer Signalüberlappung der hochfeldverschobenen L77- und der tieffeldverscho-

benen V74-Dublettkomponenten. Außerdem war eine, aufgrund von Interferenz zwischen der

dipolaren Kopplung mit der Anisotropie der chemischen Verschiebung im gebundenen Zu-

stand auftretende Dublett-Asymmeterie zwischen 1,14 und 1,57 zu beobachten. Ebenfalls ist

bei den Projektionen ein deutlich verschlechtertes Signal-zu-Rausch-Verhältnis zu erkennen.

Abb. 4.12 C zeigt den gleichen Ausschnitt des dritten Experimentes nach der Photoaktivie-

rung, d. h. zu einem Zeitmittelpunkt von t = 30 min. Die Signalintensitäten nehmen wieder

zu, das Signal-zu-Rausch-Verhältnis ist wieder erhöht und die Linienbreiten der Signale neh-

men wieder ab. Die Dublett-Asymmetrie nähert sich wieder dem Verhältnis an, das in den

Ausgangsspektren zum Zeitpunkt vor der Belichtung gemessen wurde. Die Signaldubletts der

Amniosäuren D73 und G76 sind ebenfalls wieder deutlich erkennbar. Die zu beobachteten Än-

derungen und die Annäherung an die Spektren des dunkeladaptierten Zustands lassen sich mit

einer Abnahme der Konzentration des peptidbindenden Rhodopsinzustands durch spontane

Umwandlung in andere, nicht bindende Intermediate erklären. Dieser Prozess ist temperatu-

rabhängig und findet bei 10 °C langsamer als bei 20 °C statt. Spektren, die nach t > 70 min

bei 10 °C und t > 50 min bei 20 °C aufgezeichnet wurden, entsprachen wieder nahezu den

Spektren des dunkeladaptierten Zustands.
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1H-gekoppelte 15N-HSQC-Spektren zum Nachweis der TrRDC des 15N-angereicherten
Arr(66-80)-Peptids im Komplex mit photoaktiviertem Rhodopsin. Ausschnitt aus gefalte-
ten 15N-HSQC-Spektren mit 1H-Kopplung in der indirekten Dimension mit Projektionen der
indirekten Dimension auf Höhe der Amidprotonenfrequenzen der Aminosäuren G68 E70, I72

und S78. Die mit * gekennzeichneten Signale der Aminosäuren G68, G76 und S78 entsprechen
aufgrund des Aliasings nicht den zugeordneten 15N-Resonanzen sondern sind um -11,9 ppm
in der indirekten Dimension verschoben. Die Probe enthielt 2 mM [U-15N]-Arr(66-80) und
50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, 10 % D2O bei pH 6,6. Die Spektren wurde
bei einer Magnetfeldstärke von 14,1 T bei 20 °C aufgezeichnet. A Spektrum einer dunkela-
daptierten Probe B 1. Spektrum direkt nach 30 s Photoaktivierung C 3. Spektrum nach der
Photoaktivierung (t = 30 min).
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Die hier beschriebenen Änderungen in Signalintensität, Linienbreite, Dublett-Asymmetrie

und Signal-zu-Rausch-Verhältnis direkt nach der Photoaktivierung und die zu beobachten-

de zeitabhängige Wiederherstellung der Ausgangswerte wurden sowohl bei 10 °C als auch

bei 20 °C beobachtet. Sie zeigten, dass Arr(66-80) an photoaktiviertes Rhodopsin bindet und

sich im schnellen Austausch mit der freien Form des Peptids befindet. Dadurch konnten die
1H-1H-NOESY-Experimente bestätigt werden.
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Im Falle der 13C-1H-CT-HSQC-Spektren konnten bei beiden Temperaturen (10 °C und 20 °C)

alle 15 13C-1H-Kopplungen des Peptidrückgrates detektiert werden. Auch hier traten im Be-

reich der Kopplungen des Peptidrückgrates keine Signalüberlappungen auf.

In Abb. 4.13 werden zwei 13C-1H-HSQC-Spektren gezeigt, die bei einer Temperatur von

10 °C aufgezeichnet wurden. Es sind die Bereiche abgebildet, in welchen die 1H-13Cα -Kopp-

lungen des Peptidrückgrates detektiert wurden. Zusätzlich werden Projektionen der indirekten

Dimension der 13Cα -Protonenfreqenzen der Aminosäuren D71, L77 und R80 gezeigt. Die Abb.

4.13 A zeigt ein Spektrum, das im dunkeladaptierten Zustand des Rhodopsins detektiert wur-

de, während Abb. 4.13 B das Spektrum direkt nach der Photoaktivierung zeigt. Auch bei die-

sen Spektren sieht man Unterschiede in Linienbreite, Signalintensität, Dublett-Asymmetrie

und Signal-zu-Rausch-Verhältnis vor und nach der Belichtung des Rhodopsins. Analog der
15N-1H-Spektren nehmen nach der Photoaktivierung die Signalintensitäten zu Gunsten der

Linienbreite ab, die Dublett-Asymmetrie ist verstärkt und das Signal-zu-Rausch-Verhältnis

deutlich geringer. Die Signale der 13Cα -1H-Bindung des M75 verschwinden vollständig.

Wie im Falle der 15N-1H-HSQC-Spektren nähern sich diese Messwerte über einen bestimm-

ten Zeitraum t wieder den Ausgangswerten an. Nach einem vollständigen Zerfall des pep-

tidbindenden Zustands sind auch hier keine Unterschiede mehr in Bezug auf Linienbreite,

Signalintensität, Dublettasymmetrie und Signal-zu-Rausch-Verhältnis zwischen einem Spek-

trum im dunkeladaptierten Zustand und einem Spektrum nach einer ausreichend langen Zeit >

70 min mehr erkennbar. Die gleichen Beobachtungen wurden bei einer Temperatur von 20 °C

gemacht. Die Angleichung der Spektren nach der Lichtaktivierung an die Spektren des dun-

keladaptierten Zustand erfolgte hier bereits nach t > 50 min.
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1H-gekoppelte 13C-1H-CT-HSQC-Spektren zum Nachweis der TrRDC des 13C-
angereicherten Arr(66-80)-Peptids im Komplex mit photoaktiviertem Rhodopsin. Aus-
schnitt aus 13C-CT-HSQC-Spektren mit 1H-Kopplung in der indirekten Dimension mit Pro-
jektionen der indirekten Dimension auf Höhe der 13Cα -Protonenfrequenzen der Aminosäuren
D71, L77 und R80. Die Probe enthielt 2 mM [U-13C]-Arr(66-80) und 50 µM Rhodopsin in
10 mM NaPi, 20 mM KCl, 10 % D2O bei pH 6,6. Die Spektren wurde bei einer Magnetfeld-
stärke von 14,1 T bei 10 °C aufgezeichnet. A Spektrum einer dunkeladaptierten Probe B 1.
Spektrum direkt nach 30 s Photoaktivierung.
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Die ermittelten TrRDCs waren bei beiden Temperaturen (10 °C bzw. 20 °C) jedoch nicht re-

produzierbar. Abb. 4.14 und Abb. 4.15 zeigen exemplarisch zwei Messreihen (rote und blaue

Punkte) zur Bestimmung der 15N-1H-TrRDC des Arr(66-80), die bei einer Temperatur von

20 °C durchgeführt wurden. Die gemessenen Beträge der 15N-1H-Kopplungen der einzelnen

Aminosäuren sind jeweils in einem eigenen Diagramm dargestellt. Die roten Punkte entspre-

chen den bestimmten 1Jexp einer Messreihe, die blauen Punkte einer unabhängigen zweiten

Messreihe. In den Diagrammen ist die gemessene Kopplung 1Jexp in Abhängigkeit der Zeit t

vor und nach der Photoaktivierung dargestellt.

Es konnte bei sämtlichen Messreihen gezeigt werden, dass sich die 1Jexp-Kopplungen der ver-

schiedenen Aminosäuren bei einer Temperatur von 10 °C spätestens nach 70 min bzw. bei

einer Temperatur von 20 °C bereits spätestens nach 50 min wieder auf den Ausgangswert der
1Jdark-Kopplung einstellten. Die eigentlich erwartete exponentielle Abnahme der gemessenen

TrRDC als Funktion der Zeit nach der Photoaktivierung wurde nicht beobachtet. Statt dessen
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zeigten die ermittelten 1Jexp-Kopplungen sowohl innerhalb einer als auch zwischen aufeinan-

derfolgenden Messreihen eine starke Streuung. In vier Messreihen (bei 10 °C und 20 °C) zur

Bestimmung der 15N-1H-Kopplungen war zu beobachten, dass die Signale der C-terminalen

Aminosäuren M75 bis R80 direkt nach der Photoaktivierung vollständig verschwunden waren.

Erst im dritten Experiment nach der Belichtung waren diese wieder als schwache Signale de-

tektierbar.

Die ermittelten 13C-1H-Kopplungen waren ebenfalls weder bei 20 °C noch bei 10 °C reprodu-

zierbar. Auch hier kam es zu starken Streuungen der Messwerte bei den Experimenten direkt

nach der Photoaktivierung. Es konnte weder eine systematische Zeit- noch Temperaturabhän-

gigkeit der 1D festgestellt werden. Die 1Jexp-Kopplung pendelte sich zwar ebenfalls wieder

auf den Ausgangswert der 1Jdunkel-Kopplung ein, streute aber deutlich stärker (d. h. ± 0,4 Hz)

als vor der Belichtung (d. h. ± 0,2 Hz).

Es war weder für die 15N-1H- noch für die 13C-1H-Kopplungen möglich, sinnvolle Regres-

sionskurven der Messreihen zu berechnen und die jeweils auf den Zeitpunkt t = 0 extrapo-

lierte 1D-Kopplungen zu bestimmen. Entsprechend konnte für das Peptid Arr(66-80) kein

Ausrichtungs-Tensor (engl. alignment tensor) und schließlich keine Orientierung des Pepti-

des zur Membrannormalen bestimmt werden.

Desweiteren konnte in den HSQC-Experimenten der Abbau des Arr(66-80)-Peptides beobach-

tet werden. Neben den zu erwarteten Korrelationen der 15N-1H- und 13C-1H-Kerne, traten in

einigen HSQC-Spektren zusätzliche Kopplungssignale auf. Sie waren jeweils um weniger als

0,1 ppm zu den ursprünglich beobachteten Dublettkomponenten verschoben. Die zusätzlichen

Signale traten nicht bei allen Dublettkomponenten auf. Waren die Signale vor dem Belich-

ten noch sehr schwach, konnten sie nach der Photoaktivierung eindeutig detektiert werden.

Die Erfahrung zeigte, dass das Auftreten der zusätzlichen Signale durch die Belichtung über

eine Filtereinheit GG495 (Schott, Mainz) gering gehalten, jedoch nicht vollständig verhindert

werden konnte. Diese Filtereinheit ist nahezu undurchlässig für Lichtstrahlen mit einer Wel-

lenlänge λ < 480 nm. Die neu auftretenden Signale wurden schließlich mit der Abspaltung des

Diketopiperazins und der damit verbundenen Bildung des Peptides Arr(68-80) in Verbindung

gebracht.
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 !!"#$%&' ()*(+ Gemessene 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen des Arr(66-80)-Peptids in Abhängigkeit der
Zeit nach der Photoaktivierung - Teil 1. Text siehe Abb. 4.15
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 !!"#$%&' ()*+, Gemessene 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen des Arr(66-80)-Peptids in Abhängigkeit der
Zeit nach der Photoaktivierung - Teil 2. 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen der Aminosäuren G68,
Q69, E70, D71, I72, D73, V74 und M75 (siehe Abb. 4.14) sowie der Aminosäuren G76, L77, S78,
F79 und R80 wurden durch 1H-gekoppelte 15N-1H-HSQC-Spektren bei 20 °C und einer Ma-
gnetfeldstärke von 14,1 T gemessen. Die Probe enthielt 2 mM [U-15N]-Arr(66-80), 50 µM
Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, 10 % D2O, pH 6,6. Die Punkte auf der Zeitskala
< 0 entsprechen den gemessenen 1Jdark-Aufspaltungen der Experimente mit dunkeladaptier-
tem Rhodopsin, die Punkte auf der Zeitskala > 0 den gemessenen 1Jexp-Aufspaltungen der
Experimente nach 30 s Belichtung der Probe. Die Zeitpunkte entsprechen dem zeitlichen Mit-
telpunkt eines HSQC-Experimentes. Es sind in blau und rot zwei unabhängige Messreihen
abgebildet, die Messpunkte einer Farbe entsprechen einer Messreihe.
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Im Rahmen dieser Arbeit wurden nur 15N-1H-HSQC-Spektren zur Messung der TrRDC der

Amidbindung des Arr(67-77)-Peptides durchgeführt. Es wurden 15N-1H-HSQC-Spektren mit

den gleichen Parameter-Sätzen wie unter Kap. 4.5.1 aufgezeichnet. Die Messungen wurden

sowohl bei 20 °C als auch bei 10 °C durchgeführt. Die NMR-Proben zur Bestimung der

TrRDC enthielten 2 mM [U-15N]-isotopenangereicherten Arr(67-77), 60 µM dunkeladaptier-

tes Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, pH 6,6 und 10 % D2O.

Bei einer Messtemperatur von 10 °C konnten neun der elf Kopplungssignale detektiert wer-

den. Die Amidprotonen-Signale des Y67 konnte erwartungsgemäß nicht detektiert werden,

während die Signale der G68 bei tiefen Schnittebenen schwach erkennbar waren. Sie wurden

jedoch für die Auswertung nicht in Betracht gezogen.

Bei einer Temperatur von 20 °C konnten die Signale der ersten beiden Aminosäuren nicht ge-

messen werden. Hinzu kam, dass die Dublettkomponenten der dritten Aminosäure Q69 bereits

im dunkeladaptierten Zustand deutlich schwächer als die restlichen Signale waren. Es wurden

Linienbreiten in der direkten Dimension von 12 -16 Hz gemessen, das Verhältnis der Signal-

intensitäten der Dublettkomponenten lag zwischen 1,02 -1,10.

Die Spektren nach der Lichtaktivierung zeigten bei beiden Temperaturen die gleichen Effekte

wie die des Arr(66-80)-Peptides. Die Signalintensitäten nahmen ab, gleichzeitig nahmen die

Linienbreiten zu und lagen im ersten Spektrum nach der Belichtung zwischen 16 und 20 Hz.

Die Dublett-Asymmetrie vergrößerte sich auf Werte von 1,2 bis 1,4 während das Signal-zu-

Rausch-Verhältnis ebenfalls schlechter wurde. Vergleichbar mit denMessreihen des Arr(66-80)

glichen sich die Spektren nach Zerfall des peptidbindenden Zustands wieder den Spektren des

dunkeladaptierten Zustands an.
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Die Berechnung der 1Jexp in den ersten Experimenten nach der Photoaktivierung bei einer

Temperatur von 10 °C ergaben für alle detektierten Aminosäuren minimale Abweichungen

von maximal 0,4 Hz vom 1Jdunkel-Wert. Die Komplexdissoziation war bei dieser Temperatur

offenbar zu langsam, d. h. während einer einzelnen Komplexbildung geht die 15N-transverale

Magnetisierung verloren, bevor das Peptid Arr(67-77) wieder zurück in die Lösung dissozi-

iert. Dies wurde bereits für das S2-Peptid bei einer Temperatur von 3 °C von Koenig et al.

(2000) beobachtet. Im Gegensatz dazu konnten bei 20 °C für das Peptid Arr(67-77) Änderun-
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 !!"#$%&' ()*+, Gemessene 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen des Arr(67-77)-Peptids in Abhängigkeit der
Zeit nach der Photoaktivierung. 15N-1H-1Jexp-Aufspaltungen der Aminosäuren E70, D71,
D71, I72, V74, M75, G76 und L77 wurden durch 1H-gekoppelte 15N-1H-HSQC-Spektren bei
20 °C (rot) bzw. 10 °C (blau) und einer Magnetfeldstärke von 14,1 T gemessen. Die Probe ent-
hielt 2 mM [U-15N]-Arr(67-77), 50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, 10 % D2O,
pH 6,6. Die Punkte auf der Zeitskala < 0 entsprechen den gemessenen 1Jdark-Aufspaltungen
der Experimente mit dunkeladaptiertem Rhodopsin, die Punkte auf der Zeitskala > 0 den
gemessenen 1Jexp-Aufspaltungen der Experimente nach 30 s Belichtung der Probe. Die Mess-
punkte einer Farbe entsprechen einer Messreihe. Die Regressionskurve für die Datenpunkte
bei 20 °C wurde, wie unter Kap. 3.11.3 beschrieben, berechnet.
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gen der 1Jexp in Abhängigkeit der Zeit nach Belichtung des Rhodopsins beobachtet werden.

Über Regressionskurven wurden die Messreihen so angepaßt, dass 1Jexp(0) über Extrapolation

bestimmt werden konnte (s. Kap. 3.11.3). Bei der Berechnung der Regressionskurven konnten

die ersten Datenpunkte nach der Belichtung der Aminosäuren D73, M75 und G76 aufgrund von

Signalüberlappungen nicht berücksichtigt werden. Die Datenreihe der Aminosäure Q69 wurde

wegen zu starker Streuung nicht in die Berechnung einbezogen. Die Signale weisen bereits im

dunkeladaptierten Zustand im Vergleich zu den anderen eine sehr geringe Intensität auf. Es

wurde eine MetaII-Zerfallskonstante τ = 17,1 min berechnet.

Die Restdipolkopplung 1DNH entspricht der Differenz 1Jexp(0) - 1Jdunkel . In Abb 4.16 sind

die experimentell bestimmten Beträge der beobachteten Kopplung 1Jexp in Abhängigkeit der

Zeit abgebildet sowie die jeweilige Regressionskurve für die Messwerte bei einer Temperatur

von 20 °C. Die blauen Datenpunkte entsprechen den Messwerten bei einer Temperatur von

10 °C, die roten Datenpunkte den Messwerten bei einer Temperatur von 20 °C. Die ermit-

telten Restdipolkopplungen 1D für den Zeitpunkt t = 0 für die Amidbindungen der einzelnen

Aminosäuren sind in Tab. 4.5.5 aufgelistet.

 !"#$$# %&'( Ermittelte Restdipolkopplung 1DNH der Amidbindungen des Arr(67-77)-Peptides

Aminosäure E70 D71 I72 D73 V74 M75 G76 L77
1DNH -0,96 -0,38 0 0,59 0,74 -1,27 -0,62 2,12
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In den 1H-1H-NOESY-Spektren, die nach Belichtung des Rhodopsins aufgezeichnet wurden,

konnten die Zuordnungen der 1H-Resonanzen nahezu vervollständigt werden. Da durch die

Bindung eine Struktur des Peptides induziert wurde, konnten TrNOEs zwischen den Proto-

nen der räumlich benachbarten Amniosäuren detektiert werden und zur Vervollständigung der

Zuordnung beitragen. Im Falle des Arr(67-77) konnten die Protonenresonanzen zu 95,2 % zu-

geordnet werden. Im 1H-1H-NOESY war es möglich, zusätzlich die Protonenfrequenzen der
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 !!"#$%&' ()*+, Ausschnitte aus 1H-1H-NOESY-Spektren des Arr(67-77)-Peptids mit Rhodopsin ent-
haltenden Diskmembranen. Ausschnitte aus HN-aliphatischen Bereichen (oben) und HN-
HN-Bereichen (unten) zweier 1H-1H-Spektren des Peptids Arr(67-77) mit dunkeladaptierten
Diskmembranen (links) und nach 30 s Belichtung (rechts). Die Suspension enthielt 2 mM
Arr(67-77), 50 µM Rhodopsin in 10 mM NaPi, 20 mM KCl, 10 % D2O, pH 6,6. Die Spek-
trum wurde bei einer Magnetfeldstärke von 18,8 T bei 10 °C aufgezeichnet.
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Hα und Hβ -Resonanzen der ersten Aminosäure Y67 zu ermitteln. Es kam außerdem zu einer

Dispersion der zuvor überlagerten Signale der Methengruppen sowie der Hγ -Methylgruppen-

signale des I72 und V74. Beim Arr(66-80) war es durch die Abspaltung des Diketopiperazins

nicht möglich die Protonensignale der ersten beiden Aminosäuren R66 und Y67 eindeutig zu-

zuordnen. Deshalb konnte die Resonanzzuordnung nur zu 80 % vervollständigt werden.

 !"!# $%&'()**+,-./)01/0.+01/.2.+0 34* 5/1.-03+/0167*208409

Die Intensitäten der distanzeinschränkenden NOE-Signale wurden ermittelt, in dem wie unter

Kap. 3.11.5 beschrieben, ein Differenzspektrum berechnet wurde. Es wurde eine Reihe von

dunkeladaptierten Spektren zunächst addiert, anschließend wieder durch die Anzahl der ad-

dierten Spektren geteilt und mit einem Faktor 0,7 multipliziert. Dann wurden die Differenz

dieser Intensitäten und den Intensitäten im lichtaktivierten Zustand berechnet (s. Kap. 3.11.4).

Die Zahl 0,7 war ein empirischer Faktor. Er diente der Skalierung, um eine optimale Unter-

drückung der NOE der freien Form zu gewährleisten. Dieser Faktor war kleiner als eins, da

die Signale des gebundenen Peptids breiter und deshalb schwächer waren. Ebenfalls war die

Diagonalmagnetisierung im Spektrum nach der Belichtung um ca. 30 % im Vergleich zu ei-

nem Spektrum vor Belichtung reduziert.

In Abb. 4.17 sind Ausschnitte der HN-HN-Bereiche (unten) und der HN-alphatischen Be-

reiche (oben) eines 1H-1H-NOESY-Spektrum im dunkeladaptierten Zustand des Rhodopsins

(links) und eines 1H-1H-NOESY-Spektrum direkt nach Belichtung des Rhodopsins (rechts)

abgebildet.

Die Zuordung der Resonanzen ergab, dass im Spektrum vor der Lichtaktivierung lediglich 12

sequentielle Kreuzsignale auftraten. Es konnten keine NOE-Signale zwischen Protonen von

Aminosäuren, die mehr als eine Position in der Sequenz voneinander entfernt waren, detektiert

werden. Im dunkeladaptierten Zustand der Diskmembranen bindet das Peptid Arr(67-77) nicht

an Rhodopsin. Das Peptid war trotz Anwesenheit der Diskmembranen frei in Lösung und des-

halb unstrukturiert. Zur Überprüfung der These, dass das Peptid in freier Lösung unstruktu-

riert vorliegt, wurden als Kontrolle ebenfalls NOESY- und ROESY-Experimente mit unter-

schiedlichen Mischzeiten zwischen 30 ms und 300 ms ohne Diskmembranen aufgezeichnet.

Es konnten keine struktureinschränkenden Signale detektiert werden. Ein CD-Spektrum des

freien Peptids unter gleichen Lösungsbedingungen ergab ebenfalls ein typisches Spektrum ei-

ner random coil-Sekundärstruktur. Erst nach 30 s Belichtung der Probe konnte im direkt im

Anschluss aufgezeichneten Spektrum eine deutlich erhöhte Anzahl an NOE-Signalen detek-
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 !!"#$%&' ()*+, Sequenz des Arr(67-77)-Peptids mit sekundärstrukturtypischen Kreuzkorrelationen.
α-helikal typische Korrelationen (z. B. dNN(i, i + 1), dαN(i, i + 3), dαβ (i, i + 3)) sind für den
Bereich E70 und M75 der α-Helix der mit Xplor-NIH berechneten Struktur des Arr(67-77) zu
finden. Die Linienbreite ist proportional zu den beobachteten Intensitäten, graue Balken ent-
sprechen überlagerten Signalen, die nicht eindeutig zugeordnet werden konnten.

tiert werden. Im Falle des Arr(67-77) konnten 61 sequentielle, 33 (i, i+2), 38 (i, i+3) und 19

(i, i+4) NOE identifiziert werden. NOE, die darauf schließen ließen, dass Aminosäuren, die

mindestens fünf Reste voneinander entfernt sind, sich in räumlicher Nähe befanden, traten

nicht auf.

Bei genauerer Betrachtung des Signal-Musters, konnten sekundärstrukturtypische Signale fest-

gestellt werden, die auf einen α-helikalen Bereich hinwiesen. Es konnten sechs dαN (i, i+3),

sechs dαβ (i, i+3) und fünf dNN (i, i+2) detektiert werden. Diese Kreuzsignale sind typsiche

NOE-Signale, die auf eine α-helikale Struktur hindeuten.

Zusätzlich konnte festgestellt werden, dass die Intensitäten der dNN Kreuzsignale im Vergleich

zu den dαN-Kreuzsignalen höher waren. Das Fehlen der Kreuzsignale dαN (i, i+2) neben dem

Vorhandensein der Kreuzsignale dαN (i, i+4) gab den Hinweis, dass es sich um eine α-Helix

und nicht um eine 310-Helix handelt. In Abb. 4.18 sind in einem Diagramm die beobachteten

NOE-Kreuzsignale schematisch dargestellt.
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Die Intensitäten der distanzeinschränkenden NOE-Signale wurden ebenfalls für das Arr(66-80)-

Peptid ermittelt und ausgewertet. Auch bei diesem Peptid gab es eindeutige Hinweise einer

Helixbildung, die durch die Photoaktivierung des Rhodopsins und der damit verbundenen

Bindung des Peptids an den MetaII-Zustand induziert wurde. Aufgrund der Instabilität des

Arr(66-80) und der damit verbundenen Verkürzung des Peptids wurde auf eine Strukturrech-

nung verzichtet. Die Abspaltung der ersten beiden Aminosäuren ließ keine eindeutige Aus-

wertung der NOE-Intensitäten zu.

 !!"#$%&' ()*+, Ramachandran-Plot der Struktur des Arr(67-77)-Peptids mit geringster Energie. Dar-
gestellt sind die Φ- und Ψ-Torsionswinkel des energieärmsten Konformers der berechneten
Strukturenschar in Grad. Dunkelblau umkreiste Bereiche sind erlaubte Regionen, hellblau
umkreiste Bereiche sind bevorzugte Regionen. A Torsionswinkelkorrelation der Aminosäu-
ren außer Glyzine B Torsionswinkelkorrelationen der Glyzine. Der Ramachandran-Plot wurde
mit der Software Molprobity erstellt (Lovell et al. 2003).
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Die dreidimensionale Struktur des Arr(67-77)-Peptids wurde über ein in das ProgrammXplor-

NIH implementiertes simulated anneling-Protokoll berechnet. Als struktureinschränkende Pa-

rameter wurde eine Liste der oben beschriebenen detektierten NOEs verwendet. Jeder Si-

gnalintensität wurde darin eine wie unter Kap. 3.11.5 beschriebene Distanz mit entsprechen-

den Fehlergrenzen zugeordnet. Sieben NOE-Kreuzsignale wurden als zweideutig klassifiziert.

Aufgrund von Signalüberlappungen konnte diesen Signalen kein eindeutiges Protonenpaar

zugeordnet werden. Das Programmpaket machte es über die Wahl geeigneter Parameter mög-

lich, beide in Frage kommenden Protonenpaare anzugeben (Nilges 1995). Über verschiedene

Stufen einer Moleküldynamik (s. Kap. 3.11.6) wurden 100 Strukturen berechnet, welche sämt-

liche Distanzeinschränkungen erfüllten. Die 20 Strukturen, die die geringsten totalen Energien

aufwiesen, wurden für die Analyse ausgewählt.

 !!"#$%&' ()*+, Liniendarstellung der 20 energieärmsten Konformationen der berechneten Strukturen-
schar des Arr(67-77)-Peptids im Rhodopsin gebundenen Zustand. A Darstellung des Pep-
tidrückgrates der 20 Strukturen. Die hohe Übereinstimmung der Koordinaten ist deutlich zu
erkennen (rmsd für gesamtes Rückgrat: 0,28 Å; rmsd für gesamtes Rückgrat ohne erste und
letzte Aminosäure: 0,11 Å ). B Darstellung des Peptidrückgrates und der Seitenkettenatome
(außer 1H). rmsd für gesamtes Peptid: 0,77 Å; rmsd für gesamtes Peptid ohne erste und letzte
Aminosäure: 0,46 Å).
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Die Geometrie der berechneten Strukturen wurden mit der Software Molprobity überprüft

(Lovell et al. 2003). Ein Ramachandran-Plot aller 20 Strukturen ergab, dass sich die Winkel φ

und ψ des Peptidrückgrates zu 100 % in erlaubten und zu 88,9 % in favorisierten Regionen be-

fanden. In Abb. 4.19 ist exemplarisch der Ramachandranplot der energieärmsten Struktur des

Ensembles abgebildet. Nur die Korrelation der Torsionswinkel der Aminosäure Q69 lag außer-

halb der favorisierten Region. Die Sekundärstruktur einer α-Helix ist für die Reste E70 bis M75

erfüllt und wurde mit der Software DSSP (Kabsch & Sander 1983) verifiziert.

Zur Berechnung der Standardabweichungen (rmsd engl. root mean square deviation) wurde

aus den 20 ausgewählten Strukturen eine sogenannte mittlere Struktur, d. h. eine über die 20

Konformationen gemittelte Struktur berechnet. Sie diente als Referenz bei der Bestimmung

der rmsd-Werte des Strukturenensembles. Der rmsd der 20 Strukturen bezogen auf das ge-

samte Peptidrückgrat lag bei 0,28 Å, der für die schweren Atome (alle außer 1H) inklusive

der Seitenketten bei 0,77 Å. Wurde die erste und letzte Aminosäure nicht berücksichtigt lag

der rmsd bei 0,11 Å bzw. 0,46 Å. In Abb. 4.20 ist die Überlagerung des Ensembles aus 20

Strukturen in Liniendarstellung dargestellt, Abb. 4.21 zeigt ein Bändermodell der berechneten

Struktur des Arr(67-77)-Peptids mit der geringsten Energie.

 !!"#$%&' ()*+, Bändermodell der energieärmsten Konformation des Arr(67-77) aus der Strukturenschar. Zwi-
schen den Aminosäuren E70 und M75 bildet sich durch die Bindung an photoaktiviertes Rho-
dospin eine α-Helix. Das Peptid ist in Anwesenheit dunkeladaptierten Rhodopsins unstruktu-
riert.
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Nanodisks sind scheibchenförmigeModellmembranen, die aus einer Phospholipiddoppelschicht

bestehen, die wiederum von zwei MSP1-Molekülen zusammengehalten wird (s. Kap. 1.6).

Dieses Modellmembransystem eröffnet zahlreiche Möglichkeiten, Membranproteine in ihrer

natürlichen Lipidumgebung mit biophysikalischen Methoden zu untersuchen.

Das Protokoll zur Herstellung der Nanodisks nach Bayburt et al. (2002) sollte im Labor eta-

bliert werden. Sie sollten als künstliche Modellmembranen dienen, um bereits im Labor vor-

handene isotopenangereicherte Membranproteine auf deren Wechselwirkungsverhalten mit

potentiellen Liganden mit biophysikalischen Methoden zu untersuchen sowie mittels NMR

Informationen über deren Struktur in ihrer natürlichen Lipidumgebung zu erhalten.

 !"!# $%&'(%))*+, *+- .%/+/,*+, -%'  !"#$%&! '(%)*+,
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MSP1 besteht aus einem N-terminalen 6-fachen Histidin-Überhang MGSSHHHHHH, gefolgt

von einer TEV-Protease-Schnittstelle ENLYFQG und der N-terminal verkürzten Aminosäure-

sequenz des humanen Apolipoproteins A1 (Aminosäuresequenz s. 6.2).

Das für MSP1 kodierende Insert wurde, wie unter Kap. 3.9.1 beschrieben, in den Expressions-

vektor pET28a ligiert und dadurch das für MSP1 kodierende Plasmid pET28a_MSP1 erzeugt.

Die Expression erfolgte, wie unter Kap. 3.9.2 beschrieben, für 4 h bei einer Temperatur von

37 °C in E. coli BL21DE3-Zellen. Die erfolgreiche Überexpression wurde anschließend über

SDS-PAGE (Kap. 3.2.1) kontrolliert.

In Abb. 4.22A wird ein Gel gezeigt, bei welchem in der Spur Ex1 eine Probe vor Induktion

mit IPTG analysiert wurde. In den Spuren Ex2, Ex3 und Ex4 wurden Proben nach 1, 3 bzw.

4 h Überexpression analysiert. Die stärkere Anfärbung der Banden entsprechend einem Mole-

kulargewicht von 25 kDa nach Induktion im Vergleich zu der Bande vor Induktion, belegt die

erfolgreiche Überexpression des MSP1. Aufgrund des His6-Überhangs konnte dieses Prote-

in einfach über Ni2+-NTA-Agarose-Säulenmaterial gereinigt werden. Dabei wurde ein leicht

abgewandeltes Protokoll nach Bayburt et al. (2002) verwendet (s. Kap.3.9.4). Nach dem pu-

blizierten Protokoll erfolgt die Elution des MSP1 mit einem ansteigenden Imidazolgradienten

in 40 mM TrisHCl, 300 mM NaCl bei pH 8 ohne Natriumcholat. Da bei einer Vorgehens-
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 !!"#$%&' ()**+ SDS-PAGE zur Überprüfung der Expression und der Reinigung des MSP1. 15 %ige
SDS-Glycin-Gele von Proben der Expression (A) und Reinigung (B) des MSP1. A Spur M:
5 µl Protein Molecular WeightMarker (Fermentas), Spur Ex1: Zellsuspension vor Induktion,
Spur Ex2: Zellsuspenion nach 1 h Überexpression, Spur Ex3: Zellsuspenion nach 3 h Über-
expression, Spur Ex4: Zellsuspenion nach 4 h Überexpression. B Spur M: 5 µl Protein Mo-

lecular Weight Marker (Fermentas), Spur Ü: Überstand des Rohextrakts nach Zellaufschluss
und Zentrifugation, Spur D: Durchfluss des Säulenauftrages, Spuren W1 und 2: Waschschrit-
te, Spur E1: Elutionsfraktion mit 50 mM Imidazol, Spuren E2 und 3 Elutionsfraktionen mit
100 mM Imidazol, Spur E4: Elutionsfraktion mit 750 mM Imidazol. MSP1 wurde bei einer
Konzentration von 100 mM Imidazol eluiert. Pro Spur sind jeweils 10 µ l der mit 4xProben-
puffer behandelten und anschließend bei 95 °C erhitzten Lösungen auf das Gel aufgetragen.
C 20 µ l einer Größenausschluss-Elutionsfraktion eines Nanodisk-CD4mut-Ansatzes.

weise nach diesem Protokoll eine Präzipitation des MSP1 beobachtet werden konnte, wur-

de das MSP1 mit einem ansteigenden Imidazolgradienten im gleichen Puffer mit zusätzlich

50 mM Natriumcholat eluiert. Die erfolgreiche Reinigung wurde über SDS-PAGE dokumen-

tiert. In Abb. 4.22B wird ein Gel gezeigt bei welchem jeweils 15 µ l der verschiedenen Rei-

nigungschritte analysiert wurden. In den Spuren E2 bis E4 ist zu erkennen, dass das Protein

MSP1 mit einer Reinheit von mindestens 95 % bei einer Konzentration von 100 mM Imida-

zol eluiert werden konnte. Pro Liter Expressionskultur erhielt man eine Ausbeute von mind.

20 mg MSP1 pro Liter Expressionsmedium.

Das wildtypische humane Apolipoprotein A1 besteht zu 55 % aus einer α-helikalen Sekundär-

struktur (Fang et al. 2003). Um die Integrität des hergestellten MSP1 zu bestätigen, wurde mit-

tels CD-Spektroskopie die Sekundärstrukturverteilung des MSP1 in NaPi-Puffer, pH 7,4 be-

stimmt. Das CD-Spektrum des freien MSP in Lösung zeigte die typischen Minima bei 208 nm

und 222 nm, die bei einer α-helikalen Sekundärstruktur auftreten. Mit dem Software-Paket

CDPro (Sreerama & Woody 2000) wurde berechnet, dass MSP1 einen 50 %igen α-helikalen

Anteil aufweist, was darauf hinwies, dass das Protein in einer nativ gefalteten Form vorlag.
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Die Herstellung leerer Nanodisks, d. h. ohne ein inkorporiertes Membranprotein, konnten er-

folgreich nach dem Protokoll von Bayburt et al. (2002) etabliert werden. In einem Versuchsan-

satz wurden die Komponenten POPC, Natrium-Cholat und MSP1 in einem molaren Verhältnis

von 75 : 150 : 1 inkubiert (s. Kap. 3.10.2). Durch die Eliminierung der Detergenzmoleküle

über adsorbierende sogenannte Biobeads wurde eine spontane Bildung der Nanodisks indu-

ziert. Anschließend wurden über eine Größenausschlusschromatographie (s. Kap. 3.10.4) die

gebildeten Nanodisks von den restlichen Komponenten im Ansatz wie freies MSP1, Lipidvesi-

kel, Detergenzmoleküle und restlichen Verunreinigungen der MSP-Reinigung isoliert. Mit der

Größenausschlußchromatograpie konnte zusätzlich eine Abschätzung des Molekulargewichts

der gebildeten Modellmembranen erfolgen. Nach Bayburt et al. (2002) wird eine Nanodisk

aus ca. 150 Lipidmolekülen und 2 MSP1-Molekülen gebildet. Mit 760 Da pro POPC-Molekül

und 25,5 kDa pro MSP1-Molekül ergibt sich für eine Nanodisk ein theoretisches Moleku-

largewicht von 165 kDa. Wie in Abb. 4.22 zu sehen, wurden die gebildeten Nanodisks bei

einem Retentionsvolumen zwischen 12,8 und 13,1 ml eluiert. Die Gelfiltrationssäule wurde

über ein Standardverfahren des Herstellers kalibriert (s. Kap. 3.10.4). Demnach eluieren bei

einem Retentionsvolumen zwischen 12,8 und 13,1 ml Moleküle in einer Größenordnung von

160 bis 180 kDa. Darüber konnte die erfolgreiche Herstellung leerer Nanodisks bestätigt wer-

den. Zusätzlich wurden sämtliche Elutionsfraktionen, die einem UV-Signal bei λ = 280 nm

zuzuordnen waren, über SDS-PAGE auf deren Proteingehalt überprüft. Bei den Elutionsfrak-

tionen des potentiellen Nanodisk-Signals konnte im Gel nach der Silberfärbung (s. Kap. 3.2.3)

signifikant MSP1 detektiert werden. Zusätzlich wurden von den Fraktionen, die die Nanodiks

enthielten, CD-Spektren aufgezeichnet und der Sekundärstrukturanteil des Proteins bestimmt.

Über die Messungen wurde ein α-helikaler Sekundärstrukturanteil von 53 % ermittelt. Dies

kann als Hinweis interpretiert werden, dass sich amphipatische Helices ausbilden, die sich

wie ein Gürtel um die Lipidfragmente legen. Ebenfalls konnte die erfolgreiche Inkorporati-

on von [U-15N]-angereichertem CD4mut in Nanodisks mittels Größenausschlusschromato-

graphie und SDS-PAGE gezeigt werden. Dabei wurde wie unter Kap. 3.10.3 beschrieben,

vorgegangen. Die Elution der Nanodisks mit inkorporiertem [U-15N]-CD4mut erfolgte bei ei-

nem Retentionsvolumen von 12,6 ml. Dies entspricht einem Molekulargewicht von ungefähr

200 kDa. Eine Probe dieser Elutionsfraktion wurde mit SDS-PAGE überprüft. In Abb. 4.22C

ist ein 15 %iges SDS-Glycin-Gel abgebildet, auf welches 20 µl einer potentiellen CD4mut-
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 !!"#$%&' ()*+, Größenausschluss-Chromatogramm der Nanodisk-Isolierung Zur Trennung der ge-
bildeten Nanodisks von anderen Komponeneten des Versuchsansatzes wurde eine
Größenaussschluss-Chromatographie mit einer Superdex 200 10/300 GL-Säule (Amers-
ham, Freiburg) verwendet. Aufgetragen wurden 250 µl der zu analysierenden Lösung
(s. Kap. 3.10.3 und 3.10.4). Die Elution der Komponenten wurde bei 280 nm (blau) und
214 nm (rot) detektiert. Die Nanodisks wurden bei einem Retentionsvolumen zwischen 12,8
und 13,1 ml eluiert.

Nanodisk-Elutionsfraktion aufgetragen wurden. Es ist zu erkennen, dass MSP1 zusammen mit

CD4mut eluiert wird. Aufgrund des entsprechenden Molekulargewichts von 200 kDa konnte

davon ausgegangen werden, dass die Inkorporation von [U-15N]-CD4mut in Nanodisks er-

folgreich war. Die [U-15N]-CD4mut-Nanodisk-Fraktion wurde konzentriert und für 15N-1H-

HSQC-Experimente weiterverwendet.
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Anhand einer Zeitreihe wurde die Stabilität leerer Nanodisks über einen längeren Zeitraum

überprüft. Die Nanodisks wurden nach der erfolgreichen Herstellung bei 12 °C gelagert und

nach 3 d, 6 d, 11 d, 15 d und 34 d erneut über Größenausschluss-Chromatographie analysiert.

Mit dieser Zeitreihe (s. Kap 3.10.5) konnte gezeigt werden, dass die bei 12 °C gelagerten Nan-
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odisks zu den Zeitpunkten zwischen 3 und 15 d bei dem gleichen Retentionsvolumen eluiert

wurden und keine weiteren Absorptionssignale, die auf Abbauprodukte hinweisen könnten,

zu beobachten waren. Nach 3, 6, 11 und 15 d konnte stets ein UV-Signal bei einem Reten-

tionsvolumen von 12,8 ml detektiert werden. Dies ließ darauf schließen, dass die Nanodisk

nach diesen Zeitpunkten intakt in Lösung vorlagen, d. h. weder aggregiert noch zersetzt wa-

ren. Nach 34 d jedoch konnten neu entstandene Komponenten in Form zusätzlicher Signale

beobachtet werden. Es wurde deshalb davon ausgegangen, dass der Zerfallsprozess der Mo-

dellmembranen bereits stattgefunden hat.
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In dieser Arbeit sollte die dreidimensionale Struktur eines Peptidanalogons einer Arrestin-

oder Transduzin-Bindestelle im Komplex mit photoaktiviertem Rhodopsin bestimmt werden.

Dies sollte anhand der NMR-Methoden zur Messung transferierter NOE durchgeführt werden.

Dazu mußten zunächst Peptidliganden identifiziert werden, die an photoaktiviertes Rhodopsin

binden und sich gleichzeitig im schnellen Austausch zwischen gebundener und freier Form

befinden.
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Die Präparation abgeflachter Diskmembranen aus der Retina von Rinderaugen war notwen-

dig, um Peptidliganden zu finden, die an photoaktiviertes Rhodopsin binden. Sie erfolgte nach

einem Protokoll, das teilweise von der von Koenig et al. (2002) verwendeten Methode abwich.

Ein Unterschied zur Methode von Koenig et al. (2002) war, neben der geringfügig verringerten

Ficoll-Konzentration von 3,5 % statt 5 %, eine reduzierte Anzahl an Waschschritten nach der

Isolierung der intakten Diskmembranen. Dies verhinderte einen zu hohen Verlust an intakten

Diskmembranen durch wiederholtes Zentrifugieren und trug so zu einem spektralen Absorp-

tionsverhältnis < 2 und einer hohen Ausbeute von bis zu 70 % dunkeladaptierten Rhodopsins

bei.

Des Weiteren unterschied sich die Vorgehensweise in einer anderen Pufferwahl. Anstelle des

von Koenig et al. (2002) verwendeten 10 mM HEPES-Puffers wurde in dieser Arbeit ein

10 mM NaPi-Puffer verwendet. Auf die Zugabe von DTPA als chelatisierender Komplexbild-

ner wurde verzichtet. Die Salzkonzentration von 20 mMKCl und der pH-Wert 6,6 wurden bei-

behalten. HEPES ist ein zwitterionisches Pufferagens mit der Summenformel C8H18N2O4S.

Bei den NMR-Experimenten hätte sowohl deuteriertes DTPA als auch deuteriertes HEPES

eingesetzt werden müssen, um die 1H-Signale dieser Komponenten zu unterdrücken. Da sich
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der NaPi-Puffer als genauso geeignet erwies, konnte auf deuterierte Chemikalien, die sehr teu-

er sind, verzichtet werden.
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Die Messung der TrRDC eines an Rhodopsin bindenden Peptidliganden erfordert, dass sich

die präparierten Diskmembranen im Magnetfeld ausrichten. Um zu überprüfen, ob die nach

dem modifizierten Protokoll hergestellten Diskmembranen die erwünschte spontane Orientie-

rung im Magnetfeld aufwiesen, wurden die TrRDC-Messungen am S2-Peptid von Koenig et

al. (2000, 2002) wiederholt.

Die 15N-1H-HSQC-Experimente zeigten, dass das S2-Peptid an photoaktiviertes Rhodopsin

bindet. Die 1Jexp-Kopplungen gingen in Abhängigkeit der Zeit bezogen auf den Zeitpunkt der

Photoaktivierung in einem exponentiellen Verlauf wieder auf den Wert der 1Jdunkel-Kopplung

zurück. Die exponentiellen Zerfallsdatenpunkte aller einbezogenen Kopplungen wurden si-

multan so angepasst, dass die Regressionskurven der jeweiligen Datenpunkte mit einem ge-

meinsamen Wert τ für die Halbwertszeit des bindenden Rhodopsinzustandes berechnet wur-

den (s. Kap. 3.11.3). Über die Regressionskurve wurde für die jeweiligen Aminosäuren die
1Jexp (0) für den Zeitpunkt t = 0 extrapoliert. Nach Berechnungen der 1D zum Zeitpunkt t = 0

über die Differenz 1Jexp (0) - 1Jdunkel konnte festgestellt werden, dass die entsprechenden

TrRDC-Werte zwar kleinere Beträge annahmen, jedoch qualitativ reproduziert werden konn-

ten (s. Abb. 4.2). Damit wurde gezeigt, dass die Diskmembranen sich im Magnetfeld ausrich-

teten und zur Messung der TrRDC geeignet waren.

Die quantitative Abweichung der Messwerte kann viele Ursachen haben. Die gemessene Grö-

ße einer TrRDC hängt von vielen Faktoren wie z. B. Temperatur, Konzentration des Liganden

im Verhältnis zum Protein oder der Effizienz der Ausrichtung des Proteins ab. Bei den Ex-

perimenten zur Reproduktion der TrRDC des S2-Peptids wurden die Messungen bei gleicher

Temperatur und dem gleichen molaren Ligand-Protein-Verhältnis (40-facher Überschuss des

Liganden) durchgeführt. Des Weiteren wurde bei einem pH-Wert von 6,6 gearbeitet. Dieser

pH-Wert verschiebt das Gleichgewicht zwischen MetaI und MetaII auf die Seite des MetaII-

Zustands. Minimale pH-Abweichungen können jedoch das Gleichgewicht wieder auf die Seite

des MetaI-Zustands verschieben (Parkes & Liebman 1984). Das hätte zur Folge, dass weniger
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MetaII, d. h. weniger freie Bindeplätze für das S2-Peptid zur Verfügung stünden. In diesem

Fall würden deshalb weniger Peptide im gebundenen Zustand zu der Verstärkung der TrRDC

beitragen können. Die TrRDC fiele dann vom Betrag entsprechend kleiner aus.

Andererseits wäre es auch möglich, dass die Effizienz der Belichtung über die Filtereinheit

GG495 verringert war. Bei einer Wellenlänge von λ = 500 nm werden damit nur 62 % der

Lichtstrahlen transmittiert. Dadurch könnte während der gleichen Belichtungszeit von 30 s

weniger photoaktiviertes Rhodopsin entstanden sein. Das würde bedeuten, dass weniger freie

Bindestellen des Rezeptors zur Verfügung stünden und deshalb ebenfalls weniger Peptide im

gebundenen Zustand zu der Verstärkung der TrRDC beitragen könnten.

Ein weitere Möglichkeit, für die kleineren gemessenen TrRDC im Vergleich zu Koenig et al.

(2002) wäre eine geringere Ausrichtung der Rezeptormoleküle im Magnetfeld. Für den Fall,

dass die Diskmembranen weniger abgeflacht sind als bei den Messungen von Koenig et al.

(2002), hätte dies zur Folge, dass der Anteil sich isotrop verhaltender Rhodopsin-Moleküle

anstiege. Schlussfolgernd würde die Anzahl gleich orientierter Peptidliganden im gebunde-

nen Zustand nicht mehr überwiegen. Dieser Anteil an Peptiden würde aufgrund des isotropen

Verhaltens trotz einer Bindung an lichtaktiviertes Rhodopsin nicht zur Signalamplifikation

beitragen und demnach zu einer verringerten gemessenen TrRDC führen.

Für die hier beschriebene Einzelmessung wurde eine Halbwertszeit von τ = 19 min bei 20

°C berechnet. Sie ist um ca. 30 % länger als die von Koenig et al. (2002) bei gleicher Tem-

peratur ermittelte Halbwertszeit von τ = 15 min. Dies deutet daraufhin, dass nicht genau die

gleichen Messbedingungen in der Probenlösung vorlagen. Dies könnte eine Erklärung für die

vom Betrag signifikant kleineren Kopplungen, die für die Aminosäuren E342, K345, G348 und

F350 bestimmt wurden, sein.
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Ein wichtiges Kriterium bei der Auswahl der in Kapitel 3.1.1 beschriebenen Peptide waren

bereits in der Literatur bekannte Bindestellen des Transduzins und Arrestins an lichtaktivier-

tes Rhodopsin.

Die Auswahl der N-terminalen Transduzin-Peptide Tα (2-28) und Tα (2-25)myr beruhte auf

einer Publikation von Hamm et al. (1988). Darin wurde beschrieben, dass ein Peptid des Be-

reichs Tα (8-23) mit Transduzin um dieWechselwirkung mit MetaII konkurriert, jedoch keinen



104 5 Diskussion

stabilisierenden Effekt auf MetaII ausübt. Der N-terminale Bereich der Tα -Untereinheit bildet

in der Kristallstruktur bereits eine α-Helix (Lambright et al. 1996).

Die Motivation, diese Peptide zu untersuchen lag darin, im Rhodopsin gebundenen Zustand

TrRDC zu messen. Über die daraus abgeleitete Orientierung des Peptids zur Membrannor-

malen der Diskmembran zusammen mit den Daten über die Orientierung des C-terminalen

Tα -Analogons von Koenig et al. (2002) hätte eine mögliche Gesamtorientierung der Tα -

Untereinheit zum aktivierten Rezeptor abgeleitet und diskutiert werden können.

In der Arbeit von Hamm et al. (1988) wurde ebenfalls erstmals die Aminosäuresequenz Tα (311-

328) als Binderegion an photoaktiviertes Rhodopsin beschrieben. Ein Peptid, das diesem Se-

quenzabschnitt entspricht konkurriert ebenfalls mit Transduzin um die Bindung an photoak-

tiviertes Rhodopsin. Gleichzeitig zeigte dieses Peptid auch einen stabilisierenden Effekt auf

den MetaII-Zustand. In der Kristallstruktur befindet sich in dieser Region neben unstrukturier-

ten Bereichen ein kurzer β -Strang und Teile einer α-Helix. Das in dieser Arbeit untersuchte

Peptid Tα (311-323) leitet sich von dieser Region ab, ist jedoch um den α-helikalen Bereich

verkürzt. Interessant wäre gewesen, ob die unstrukturierten Bereiche des Peptids durch die

Bindung an photoaktiviertes Rhodopsin eine Konformationsänderung erfahren. Auch hier wä-

re die Bestimmung einer Orientierung des Peptids über TrRDC ein weiterer Schritt zur Auflö-

sung der Komplexstruktur zwischen Transduzin und aktiviertem Rhodopsin gewesen.

Die weiteren aus der Literatur bekannten Transduzin-Bindestellen wurden bereits struktu-

rell an den Peptiden Tα (340-350) und Tγ (60-71)farnesyl auf der Grundlage von TrNOE-

Messungen untersucht (Dratz et al. 1993, Kisselev et al. 1998, Koenig et al. 2002, Kisselev &

Downs 2003).

Die Auswahl der Arrestin-Peptide basierte größtenteils auf der Arbeit von Pulvermüller et al.

(2000). Diese Untersuchung beruht auf einem spektrophotometrischen Kompetitionsassay, bei

welchem die Stabilisierung des MetaII durch Transduzin bzw. des phosphorylierten MetaII (P-

MetaII) durch Arrestin mittels eines Extra-MetaII-Versuchs nach Hofmann (1985) detektiert

werden kann. Als Kompetitoren zu Transduzin und Arrestin wurden drei Sätze an 10 bis 30

Aminosäuren langen Peptiden verwendet. Die Peptide entsprachen überlappenden Bereichen

der gesamten Arrestinsequenz. Es konnten dadurch Arrestin-Regionen identifiziert werden,

die wahrscheinlich an der Rezeptorbindung beteiligt sind.

Zusätzlich sollten die ausgewählten Peptide möglichst oberflächenexponierten Bereichen in-

nerhalb der Kuppeln des Arrestinmoleküls entsprechen. Es wird diskutiert, dass eine oder

vielleicht auch beide Kuppeln an der Bindung an photoaktiviertes Rhodopsin beteiligt sind.

Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten Sequenzabschnitte des Arrestins sind in der Kri-
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 !!"#$%&' ()*+ Arrestin-Kristallstruktur der freien Form. Arrestin-Kristallstruktur (PDB-ID: 1AYR) der
freien inaktiven Form. Gekennzeichnet sind die Regionen, von welchen die in dieser Arbeit
untersuchten Peptide abgeleitet wurden und zum Teil bereits zuvor als Bindestellen zu pho-
toaktiviertem Rhodopsin identifiziert wurden (Pulvermüller et al. 2000). Die Peptide wurden
mittels TrNOE-Experimenten auf deren Wechselwirkungsverhalten mit photoaktiviertem Rho-
dopsin untersucht.

stallstruktur in Abb. 5.1 farblich gekennzeichnet. Die Peptide Arr(51-70) und Arr(231-250)

wurden ausgewählt, da sie nach den Kompetitionsexperimenten als potentielle Bindestelle

in Frage kommen (Pulvermüller et al. 2000). Für die Interaktion dieser Peptide mit P-MetaII

wurden Dissoziationskonstanten von 10 µM bzw. 54 µM bestimmt (Pulvermüller et al. 2000).

Diese Dissoziationskonstanten liegen noch im unteren Grenzbereich, in welchem TrNOE- und

TrRDC-Messungen prinzipiell möglich sein sollten.

Leider waren beide Peptide bei den hier verwendeten Pufferbedingungen nicht löslich und

wurden deshalb nicht weiter berücksichtigt. Um den Bereich der Binderegion Arr(51-70)

trotzdem untersuchen zu können, sollte ein weiteres Arrestin-Peptid hergestellt werden, das

um fünf Aminosäuren in C-terminaler Richtung verschoben war. Das Peptid (56-75) konnte

jedoch wegen zu hoher Hydrophobizität der Aminosäuresequenz mittels der Fmoc-Strategie

nicht hergestellt werden (Dr. P. Henklein, persönliche Mitteilung).

Die Peptide Arr(232-245) und Arr(251-262) sind aus der von Pulvermüller et al. (2000) iden-

tifizierten Arrestin-Region 231-260 abgeleitet. Die Peptide Arr(231-250), Arr(231-260) und
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Arr(241-260) dieser Region waren ebenfalls fähig, Arrestin zu verdrängen und den durch die

Arrestin-Bindung an P-MetaII stabilisierenden Effekt zu vermindern.

Der Sequenzabschnitt des Peptids Arr(152-170) zeigte ebenfalls einen, jedoch geringeren Ef-

fekt bei der Kompetition mit Arrestin. Er wurde deshalb auch als potentielle Bindestelle zu

photoaktiviertem Rhodopsin in Betracht gezogen. Der für diesen Bereich berechnete KD von

150 µM (Pulvermüller et al. 2000) schien besonders geeignet, um potentielle TrNOE- und

TrRDC-Messungen durchführen zu können.

Das Peptid Arr(342-354) entspricht der Aminosäuresequenz des Loops zwischen den β -Strän-

gen XVIII und XIX und Teilen des β -Stranges XIX. Dieses Peptid wurde ausgewählt, da die

Region sehr exponiert am äußeren Ende der C-terminalen Kuppel liegt. Sofern die C-terminale

Kuppel des Arrestins mit aktiviertem Rhodopsin interagiert, könnte dieser Bereich an der Bin-

dung beteiligt sein.

Besonders interessant erschien jedoch die Loopregion zwischen den β -Strängen V und VI der

N-terminalen Kuppel. Die asymmetrische Einheit der in der Literatur beschriebenen Arrestin-

Kristalle besteht aus vier Arrestinmolekülen (Granzin et al. 1998; Hirsch et al. 1999). Die

Loopregion nimmt in der Kristallstruktur dabei zwei unterschiedliche Konformationen ein.

Zwei Moleküle befinden sich in einer sogenannten „geschlossenen“ Konformation. Aufgrund

fehlender Elektronendichte konnte dem Loop zwischen G68 und S78 in dieser Konformation

keine definierte Struktur zugeordnet werden. In dieser Konformation ist der Loop wahrschein-

lich nach innen in die N-terminale Kuppel geklappt und hindert dadurch den C-terminalen

Loop des aktivierten phosphorylierten Rhodopsins, mit der bevorzugten Phosphatbindestelle

des Arrestins zu interagieren. Bei den beiden anderen Molekülen der Kristallstruktur befindet

sich der Loop in einer sogenannten „offenen“ Konformation. Diese ist durch eine ungestörte

Elektronendichte wohl definiert. Der Loop scheint hier kein Hindernis für eine Bindung an

phosphoryliertes Rhodopsin darzustellen. Diese Region könnte deshalb die Rolle einer mög-

lichen Schalterfunktion zwischen inaktivem und aktivem Arrestin übernehmen (Granzin et al.

1998). Es konnte bereits über EPR- und Mutationsstudien gezeigt werden, dass dieser Loop

eine zentrale Rolle bei der Rezeptorbindung (Sommer et al. 2007) und der spezifischen Re-

zeptorerkennung (Dinculescu et al. 2002) spielt.

Bis jetzt liegen jedoch keine dreidimensionalen strukturellen Untersuchungen des Loops im

aktiven Zustand vor. Diese Region erwies sich deshalb als besonders interessant, im Rhodop-

sin gebundenen Zustand mittels NMR-Untersuchungen aufgeklärt zu werden.
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Bei einem homonuklearen NOESY-Experiment werden struktureinschränkende Parameter in

Form des Kern-Overhauser-Effektes (NOE) bestimmt. Der NOE enthält Information über den

Abstand zweier Protonen, die räumlich benachbart sind. In dieser Arbeit wurde eine spezielle

Form der NOE-Spektroskopie verwendet, das TrNOESY-Experiment. Das Experiment wird

mit einem hohen Überschuss an Liganden im Verhältnis zum komplexbildenen Protein durch-

geführt. Der Ligand muss sich im schnellen Austausch zwischen gebundener und freier Form

befinden. Bei diesem Experiment erhält man schließlich Strukturinformationen über den Li-

ganden im Komplex gebundenen Zustand (s. Kap 1.5.1).

Für fast alle getesteten Peptide konnte nach der Photoaktivierung des Rhodopsins keine Ver-

änderungen in den NOESY-Spektren beobachtet werden. Dies könnte verschiedene Ursachen

haben.

Bindet ein Peptid nicht an den lichtaktivierten Rezeptor, können folglich auch keine TrNOE-

Signale beobachtet werden. Das Peptid liegt sowohl im dunkeladaptierten als auch im photo-

aktivierten Zustand als kleines, schnell rotierendes Molekül frei in der Lösung vor. Aufgrund

der hohen Rotationkorrelationszeit τc sind die NOE-Signale sehr schwach und können nicht

detektiert werden.

Bindet das jeweilige Peptid nur sehr schwach, ist die Population an gebundenem Liganden

zu klein, um ausreichend zur Signalamplifikation beizutragen. In dem Falle wird der TrNOE

verschwindend klein, so dass hier auch keine zusätzlichen Signale nach der Photoaktivierung

detektiert werden können.

Eine dritte Möglichkeit wäre, dass das Peptid zu stark bindet. Die Austauschrate wäre in die-

sem Falle kleiner als die Spin-Gitter-Relaxationsrate. Es findet kein ausreichender Magneti-

sierungstransfer zwischen gebundener und freier Form mehr statt. Auch hier können keine

TrNOE-Signale detektiert werden.

Wie bereits in Kap. 1.5.1 beschrieben, hängt die Durchführbarkeit eines TrNOE-Experimentes

u. a. von der Dissoziationskonstanten KD, im Besonderen von der Rückgeschwindigkeitskon-

stanten k−1 ab. Die Dissoziationskonstanten KD sollte bei TrNOE-Experimenten im mikro-

bis millimolaren Bereich liegen. Über diese Experimente kann demnach nur eine Bindung

festgestellt werden, wenn die Geschwindigkeitskonstante der Rückreaktion k−1 diesen An-
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forderungen entspricht. Wenn im NOESY-Spektrum keine Signale zu beobachten sind, kann

nicht geschlußfolgert werden, dass das Peptid nicht bindet. Möglicherweise bindet es auch zu

stark oder zu schwach.

Für die Peptide, die den Sequenzbereichen Tα (311-323), Tα (2-28) und Tα (2-25)myr entspre-

chen, konnten Wechselwirkungen mit photoaktiviertem Rhodopsin bereits mit anderen Me-

thoden nachgewiesen werden (Hamm et al. 1988). Die Dissoziationskonstanten KD des N-

terminalen Peptids Tα (2-28) und des Peptids Tα (311-323) mit photoaktiviertem Rhodopsin

lagen jedoch beide nicht in dem Bereich, in welchem man strukturelle Untersuchungen mittels

TrNOE-Messungen durchführen kann. In den NOESY-Spektren konnten nach der Belichtung

keine zusätzlichen Signale beobachtet werden.

Eine interessante Beobachtung war bei den 1D-1H-Spektren des Peptids Tα (2-25)myr zu be-

obachten. Im 1D-1H-Spektrum der freien Forms war ein für Peptide typisches Signalmuster

zu beobachten. Nach Hinzugabe der Diskmembranen verschwanden diese Signale vollständig

(s. Kap. 4.2). Eine Erklärung dafür ist, dass der Myristoylrest am N-Terminus des Peptids sich

sofort in der Diskmembran verankert und dadurch das Peptid bereits im dunkeladaptierten Zu-

stand fest mit der Membran verbunden ist und ein schneller Austausch zwischen gebundener

und freier Form nicht mehr möglich ist. Deshalb erübrigte sich eine weitere Untersuchung

anhand von TrNOE-Messungen.

Für die Sequenzbereiche Arr(152-170), Arr(232-245) und Arr(251-262) wurden ebenfalls be-

reits Wechselwirkungen mit photoaktiviertem Rhodopsin nachgewiesen und Dissoziations-

konstanten im unteren mikromolaren Bereich bestimmt (Pulvermüller et al. 2000). In den

NOESY-Spektren dieser Peptide waren vor und nach Belichtung der Probe ebenfalls keine

Unterschiede zu erkennen. Hier besteht die Möglichkeit, dass die Peptide zu stark an den ak-

tivierten Rezeptor binden und deshalb keine TrNOE beobachtet werden können.

Sterisch bestünde die Möglichkeit, dass es bei der Bindung des photoaktivierten Rhodopsins

mit der C-terminalen Kuppel zu einer Interaktion zwischen dem Sequenzabschnitt des Be-

reichs Arr(342-354) und den cytoplasmatischen Loops des Rezeptors kommt. Für diese Re-

gion wurde bisher jedoch keine Interaktion mit photoaktiviertem Rhodopsin nachgewiesen.

Auch mit den TrNOE-Experimenten mit dem Peptid Arr(342-354) konnte keine Bindung an

photoaktiviertes Rhodopsin detektiert werden.

Für die Peptide Arr(66-80), Arr(67-77), Arr(65-76) und Arr(65-77) der Loopregion zwischen

den β -Strängen V und VI hingegen, konnte eine Bindung, die durch die Aktivierung des Rho-

dopsins induziert wurde, festgestellt werden. Die NOESY-Spektren in Anwesenheit dunke-

ladaptierter Diskmembranen zeigten nur wenige sequentielle NOE, während nach der Licht-
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aktivierung des Rhodopsins die Anzahl der NOE-Signale stark anstieg und vor allem NOE

zwischen sequentiell nicht benachbarten Aminosäuren detektiert werden konnten. Dies zeigt,

dass dieser Sequenzabschnitt des Arrestins mit einer Affinität im mikro- bis millimolaren Be-

reich an den aktivierten, unphosphorylierten Rezeptor bindet. Dadurch können frühere Unter-

suchungen bestätigt werden, die zeigen, dass dieser Loop bei der Erkennung des aktivierten

Rezeptors eine wichtige Funktion übernimmt. Ebenfalls ist es ein weiterer Hinweis, dass der

Vorgang der Aktivierungserkennung über eine schwache Bindung erfolgt (Gurevich & Gure-

vich 2006).
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Das Peptid Arr(66-80) sollte zunächst als einziges weiter untersucht werden. Die TrNOE-

Messungen wurden am unmarkierten Peptid durchgeführt, das über eine Fmoc-Synthese her-

gestellt wurde (Dr. P. Henklein, Charié, Berlin). Um 15N-1H- und 13C-1H-HSQC-Spektren

aufzeichnen zu können, war es notwendig, das Peptid Arr(66-80) 15N- bzw. 13C-isotopen-

angereichert rekombinant herzustellen. Diese Spektren dienten der Ermittlung der TrRDC,

um darüber eine Aussage über die Orientierung des Peptids im Rhodopsin gebundenen Zu-

stand machen zu können.

Die Klonierung des für das His10-Ubiquitin-Arr(66-80)-Fusionsprotein kodierende Plasmids

sowie die Expression des Fusionsproteins verliefen unproblematisch. Das Fusionsprotein konn-

te mit einer hohen Ausbeute von 40 mg/pro Liter Expressionsmedium gereinigt werden. Die

anschließende Spaltung durch die YUH und die Trennung des Peptids Arr(66-80) von den

restlichen Komponenten im Spaltansatz ergab eine Ausbeute von 4 mg/pro Liter Expressi-

onsmedium. Diese Ausbeute entprach in etwa der eingesetzten Peptidmenge für zwei NMR-

Experimente.

Leider musste jedoch ein chemischer Abbau des Peptids bereits während des Reinigungspro-

zesses festgestellt werden. Durch einen Ringschluss der ersten beiden Aminosäuren aufgrund

eines nukleophilen Angriffs des endständigen Stickstoffs auf das Carbonyl-C-Atom der zwei-

ten Aminosäure, bildet sich ein Diketopiperazin. Die restlichen 13 Aminosäuren werden ab-

gespalten. Vor allem Peptide, die wie Arr(66-80) an dritter Stelle der Aminosäuresequenz ein

Glycin haben, neigen zu dieser Abbaureaktion, die in Abb. 5.2 schematisch dargestellt ist.
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 !!"#$%&' ()*+ Reaktionsschema der Diketopiperazin-Bildung. Befindet sich bei einem Protein an dritter
Position der Aminosäuresequenz ein Glycin, kann es durch einen nukleophilen Angriff des end-
ständigen N-Atoms auf das Carbonyl-C-Atom der zweiten Aminosäure zu einem Ringschluss
unter Abspaltung eines Diketopiperazins kommen.

Sowohl in den HSQC-Spektren als auch in den HPLC-Chromatogrammen und anschließen-

der Massebestimmung über MALDI-TOF (Dr. SabineMetzger, BMFZDüsseldorf) konnte das

abgespaltene Peptid Arr(68-80) nachgewisesen werden. Das Diketopiperazin aus R66 und Y67

selbst konnte aufgrund seiner geringen Masse erwartungsgemäß imMassenspektrum nicht de-

tektiert werden.

Es konnte beobachtet werden, dass diese Abbaureaktion sehr temperatur- und lichtempfind-

lich war. Nur bei einer Schockgefrierung in flüssigem Stickstoff und einer Lagerung bei -80 °C

direkt im Anschluss an den letzten Reinigungsschritt konnte dieser Abbauprozess sehr gering

gehalten werden.

In den HSQC-Spektren konnte ebenfalls der Einfluss von Licht auf den Abbauprozess beob-

achtet werden. Im dunkeladaptierten Zustand der Probe waren keine bis sehr schwache zusätz-

liche Signale des N-terminal verkürzten Peptids zu beobachten, sofern das Peptid unter den

oben genannten Bedingungen gelagert wurde. Nach einer ungefilterten Belichtung der Probe

waren im HSQC-Spektrum, welches direkt im Anschluss gemessen wurde deutliche zusätz-

liche Signale, die nicht dem intakten Arr(66-80) zugeordnet werden konnten zu beobachten.

Dieser Prozess konnte durch eine Belichtung über eine Filterreinheit GG495, die undurchläs-

sig für Wellenlängen λ< 480 nm ist, stark reduziert werden. Das wäre ein möglicher Hinweis,

dass dieser Prozess eine photoinduzierte Eliminierungsreaktion ist. Durch die UV-Strahlung

können möglicherweise Zwischenzustände angeregt werden, die die Abspaltung begünstigen.

Da dieser Abbauprozess unter den Messbedingungen trotz korrekter Lagerung des Peptids und
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Filtern des Lichtes bei der Photoaktivierung stattfand, wurde auf die weitere Untersuchung des

Arr(66-80) schließlich verzichtet.

Aufgrund dessen wurden weitere Peptide der Loopregion synthetisiert. Bei den ausgewählten

Peptiden Arr(65-77), Arr(65-76) und Arr(67-77) wurde deshalb darauf geachtet, dass die Gly-

cine nicht an der dritten Position in der Aminosäuresequenz stehen. Der Fokus dieser Arbeit

wurde schließlich auf das Peptid Arr(67-77) gelegt.
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Mit den Experimenten zur Ermittlung der TrRDC konnte bestätigt werden, dass die Peptide

Arr(66-80) und Arr(67-77) an photoaktiviertes, unphosphoryliertes Rhodopsin binden.

In den 15N-1H-HSQC- und 13C-1H-HSQC-Spektren war nach der Photoaktivierung des Rho-

dopsins eine deutliche Linienverbreiterung der Signale im Vergleich zu den Signalen des

dunkeladaptierten Zustands zu beobachten. Dies sind ebenfalls Hinweise, dass die Peptide

Arr(66-80) und Arr(67-77) der Loopregion zwischen den β -Strängen V und VI des Arrestins

an aktiviertes Rhodopsin binden.

Im dunkeladaptierten Zustand des Rhodopsins liegt das jeweilige Peptid isotrop und frei in Lö-

sung vor. Detektiert werden die Korrelationen der kovalenten 15N-1H- bzw. 13C-1H-Bindungen.

Der Abstand der Dublettkomponenten entspricht im dunkeladaptierten Zustand der 1JNH- bzw.
1JCH-Kopplung. Durch die Lichtaktivierung erfährt Rhodopsin eine Strukturänderung. Da-

durch werden offensichtlich Bereiche freigelegt oder so verändert, dass die Peptide der Loop-

region binden können. Die Rhodopsin enthaltenden Diskmembranen sind im Magnetfeld aus-

gerichtet. Sobald ein Peptid an Rhodopsin bindet, verhält es sich ebenfalls anisotrop. Da das

Peptid nur schwach an Rhodopsin bindet, befindet es sich im schnellen Austausch zwischen

freier und gebundener Form. In dem kurzen Augenblick der Bindung trägt eine mehrere kHz

große dipolare Kopplung zur Signalaufspaltung bei. Der Abstand im HSQC-Spektrum zwi-

schen den Kopplungskomponenten nach der Belichtung entspricht nun der skalaren Kopplung

zuzüglich der transferierten RDC. Die TrRDC einer 15N-1H- bzw 13C-1H-Bindung entspricht

einem gewichteten Mittel der entsprechenden Kopplung aller Peptide und trägt so zu einer Li-
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nienverbreiterung der Kopplungssignale bei. Mit der Linienverbreiterung war gleichzeitig eine

Intensitätsabnahme zu beobachten. Durch den hohen Überschuss an freiem Peptid wird die di-

polare Kopplung so skaliert, dass sie anhand von HSQC-Spektren gemessen werden kann.

Der MetaII-Zustand des Rhodopsins hat bei den gewählten Messbedingungen von 10 °C bzw.

20 °C und einem pH-Wert von 6,6 eine Halbwertszeit von 54 min bzw. 15 min (Koenig et al.

2002). In den HSQC-Spektren der jeweiligen Temperatur war zu beobachten, dass sich die

Signalintensitäten und Linienbreiten nach vergleichbaren Zeiten wieder den Werten des dun-

keladaptierten Zustands annäherten. Auch die ermittelten 1Jexp fielen wieder auf den Aus-

gangswert der 1Jdunkel zurück. Der Wert der 1Jdunkel war bei einer Temperatur von 20 °C

entsprechend schneller erreicht als bei 10 °C.

Diese Beobachtungen zeigten, dass die Peptide Arr(66-80) und Arr(67-77) an photoaktiviertes

Rhodopsin binden und bestätigten die Ergebnisse der TrNOE-Experimente.

Wie unter Kap. 4.5 beschrieben, konnte für das Peptid Arr(66-80) keine exponentielle Ab-

nahme der TrRDC in Abhängigkeit der Zeit bestimmt werden. Die ermittelten 1Jexp in den

Experimenten direkt nach der Photoaktivierung streuten stark und wiesen keine eindeutige

Tendenz auf. Systematische Fehler sowohl bei der Präparation der Diskmembranen, der re-

kombinanten Herstellung des Peptids als auch bei den Messbedingungen während der NMR-

Experimente konnten weitestgehend ausgeschlossen werden. Zusätzlich zeigte die Reproduk-

tion der TrRDC des S2-Peptids (s. Kap. 4.1.2), dass die Diskmembranen sich im Magnetfeld

anisotrop verhielten.

Die Signale der C-terminalen Aminosäuren M75 bis R80 waren in einigen Messreihen in den

ersten drei Experimenten nach der Belichtung nicht mehr bzw. nur sehr schwach detektier-

bar. Es handelt sich bei diesen Resten um überwiegend hydrophobe Aminosäuren. Es wurde

deshalb vermutet, dass der C-Terminus des Arr(66-80) möglicherweise eine starke hydropho-

be Wechselwirkung mit aktiviertem Rhodopsin eingeht. Diese Interaktion des C-Terminus

scheint jedoch zu stark zu sein und damit die Austauschrate entsprechend zu gering, um

TrRDC zu messen, die einer definierten Orientierung des Moleküls relativ zur Membrannor-

malen entsprechen.

Für das Peptid Arr(67-77) hingegen zeichnet sich bei einer Temperatur von 20 °C die Tendenz

einer definierten Orientierung ab. Die Bestimmung der TrRDC dieses Peptids und die Berech-

nung der jeweiligen Regressionskurven ergab für die Aminosäuren E70, D73, V74, M75 und L77

einen exponentiell abfallenden bzw. ansteigenden Verlauf der 1Jexp nach der Photoaktivierung

des Rhodopsins, was dem Zerfall des aktivierten und peptidbindenden Rhodopsinzustandes

entsprach. Über einen gekoppelten Datensatz konnte eine Halbwertszeit des bindenden Zu-
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stands von τ = 17 min bestimmt werden. Dies ist im Einklang mit den Daten von Koenig et al.

(2002), die eine Halbwertszeit anhand der TrRDC des S2-Peptids von τ = 15 min bei einer

Temperatur von 20 °C berechneten.

Bei einer Temperatur von 10 °C konnte keine signifikante Änderung der 1Jexp im Vergleich zu
1Jdunkel direkt im Anschluss an die Photoaktivierung des Rezeptors beobachtet werden. Dies

könnten Hinweise sein, dass bei der niedrigeren Temperatur die Geschwindigkeitskonstante

der Rückreaktion k−1 und damit die Austauschrate zu klein ist, um TrRDC detektieren zu

können. Ähnliches konnte Koenig et al. (2000) für das S2-Peptid bei 3 °C beobachten.

Die Messungen bei 20 °C zeigen jedoch, dass für das verkürzte Peptid die Bestimmung eines

Ausrichtungstensors möglich sein sollte und eine Orientierung des Peptids relativ zur Mem-

brannormalen bestimmt werden kann.
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In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Peptide der Loopregion an photoaktiviertes

Rhodopsin binden. Zusätzlich konnte über TrNOE-Experimente gezeigt werden, dass durch

die Bindung an photoaktiviertes Rhodopsin eine Struktur induziert wird. Das Peptid frei in Lö-

sung und nach Hinzufügen dunkeladaptierter Diskmembranen weist keine Präferenz für eine

Sekundärstruktur auf. In der Kristallstruktur des inaktiven Arrestins nimmt diese unstruktu-

rierte Loopregion zwei unterschiedliche Konformationen ein, was auf eine hohe Flexibilität

des Loops hindeutet (Granzin et al. 1998). Auch die Arbeiten von Sommer et al. (2007) konn-

ten dies belegen und ebenfalls zeigen, dass nach der Bindung eine Konformationsänderung

stattfindet. Bisher gab es jedoch noch keine atomar aufgelöste Struktur dieser Binderegion im

Komplex mit photoaktiviertem Rhodopsin.

Die Vermutung, dass Arrestin eine globale Konformationsänderung erfährt, wird durch die ho-

he apparente Aktivierungsenergie von 140 kJ/mol der Arrestin-Rhodopsin-Wechselwirkung

erhärtet (Schleicher et al. 1989; Pulvermüller et al. 1997). Teile dieser postulierten Konfor-

mationsänderung konnten in dieser Arbeit aufgeklärt werden. Die Auswertung der NOE-

Intensitäten (s. Abb. 4.18 und Kap. 4.7) deuteten bereits auf eine helikale Sekundärstruktur
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hin. Die Strukturberechnung mittels Xplor-NIH ergab, dass das Peptid Arr(67-77) nach der

Bindung an photoaktiviertes Rhodopsin eine wohldefinierte α-helikale Struktur im Bereich

E70 bis M75 ausbildet. In Abb. 5.3 wird ein Modell dargestellt, in welchem die unstrukturierte

Loopregion der inaktiven Arrestin-Kristallstruktur (links) durch die α-helikale Struktur des

Peptids Arr(67-77) im Rhodopsin gebundenen Zustand ersetzt wurde (rechts).

Eine Präferenz einer Aminosäure für eine Sekundärstruktur kann über eine statistische Aus-

wertung bekannter Kristallstrukturen vorhergesagt werden (Williams et al. 1987). Interessan-

terweise haben nach dieser Statistik nur die Aminosäuren E70 und M75 eine Präferenz für eine

helikale Sekundärstruktur. D. h. die Bindung des Peptids an aktiviertes Rhodopsin ist entschei-

dend für die Induktion der helikalen Sekundärstruktur. Es findet praktisch durch die Bindung

an den Rezeptor eine Prägung dieser α-Helix statt.

Die Ausbildung einer α-Helix in der Loopregion deutet auf eine Wechelwirkung mit einer

hydrophoben Tasche hin. Leider können über die TrNOE-Experimente keine Aussagen über

die Binderegion des Rhodopsins getroffen werden. Untersuchungen der Kristallstruktur ei-

nes Komplexes aus Rhodopsin und Arr(67-77) könnte darüber Informationen liefern. In einer

Kristallstrukturanalyse des Opsins im Komplex mit Tα (340-350) konnte gezeigt werden, dass

das α-helikale Peptid an eine hydrophobe Oberfläche zwischen Helix V und VI bindet. Es

kann davon ausgegangen werden, dass die Wechselwirkung mit Arr(67-77) nach einem ähnli-

chen Prinzip verläuft.
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Innerhalb der Signaltransduktion des Photozyklus übernimmt Arrestin die Funktion der Ter-

mination der Signalkaskade, indem es an phosphoryliertes Rhodopsin bindet. Die Phosphory-

lierung des Rhodopsins durch die Rhodopsinkinase ist ein entscheidender Schritt zur Beendi-

gung der Signalkaskade.

Arrestin bindet sehr spezifisch an phosphoryliertes, aktiviertes Rhodopsin (P-R*). Die Bin-

dung an inaktives, phosphoryliertes Rhodopsin (P-R) oder photoaktiviertes, unphosphorylier-

tes Rhodopsin (R*) ist 10 bis 20fach schwächer. Die Bindung an dunkeladaptiertes, unphos-

phoryliertes Rhodopsin (R) ist nahezu überhaupt nicht zu detektieren (Gurevich & Gurevich

2006). Aufgrund dessen wurde 1993 erstmals von Gurevich & Benovic postuliert, dass die
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 !!"#$%&' ()*+ Arrestin-Kristallstruktur im Vergleich zu einem Modell des Arrestins in der gebundenen
Form. In der Kristallstruktur des inaktiven Arrestins (links) nimmt die unstrukturierte Loopre-
gion (gelb) zwischen den β -Stränegn V und VI zwei unterschiedliche Konformationen ein, was
auf eine hohe Flexibilität des Loops hindeutet (Granzin et al. 1998). Nach der Photoaktivierung
des Rhodopsins bindet das Peptid Arr(67-77), das dieser Loopregion entspricht an den Rezep-
tor. Durch die Bindung wird eine α-helikale Struktur zwischen den Aminosäurem E70 bis M75

induziert. Rechts ist in einem Modell die Loopregion der inaktiven Form des Arrestins durch
die Struktur des Arr(67-77)-Peptids (gelb) im Rhodopsin gebunden Zustand ersetzt. Dabei wur-
den die randständigen Aminosäuren an den Verbindungspositionen für das Modell geringfügig
modifiziert. Im Vordergrund ist die Vergrößerung der Arr(67-77)-Struktur der energieärmsten
Konformation dargestellt.

Rhodopsin-Arrestin-Interaktion auf zwei Erkennungsstellen beruht. Eine sogenannte Aktivie-

rungserkennungsstelle bindet Rezeptorelemente, die aufgrund der Aktivierung ihre Struktur

ändern. Diese Erkennungsstelle überprüft praktisch, ob Rhodopsin im aktivierten oder in-

aktivierten Zustand vorliegt. Eine zweite Region im Arrestinmolekül, die sogenannte Phos-

phorylierungserkennungsstelle überprüft, ob Rhodopsin am C-Terminus phosphoryliert ist
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(Gurevich & Benovic 1993). Die Überprüfung der Aktivität des Rhodopsins erfolgt über eine

schwache Bindung. Falls Rhodopsin als R, P-R oder R* vorliegt, kann Arrestin schnell wieder

dissoziieren. Wird jedoch festgestellt, dass Rhodopsin gleichzeitig phosphoryliert und photo-

aktiviert ist, erfährt Arrestin eine globuläre Konformationsänderung und geht in einen aktiven

Zustand über. Diese Konformationsänderung erlaubt eine hochaffine Bindung an P-R* mit ei-

nem KD = 50 nM (Schleicher et al. 1989).

Die untersuchten Peptide Arr(66-80), Arr(65-77), Arr(65-76) und Arr(67-77) der Loopre-

gion zwischen den β -Strängen V und VI binden alle an unphosphoryliertes R*. Sie binden

nicht an dunkeladaptiertes, unphosphoryliertes Rhodopsin. MetaII zerfällt unter den gewähl-

ten Bedingungen von 10 °C mit einer Halbwertszeit von 54 min thermisch in Opsin und

all-trans-Retinal. Während der Abnahme der Konzentration an R*, gleichen sich die HSQC-

Experimente mit der Zeit wieder den dunkeladaptierten Spektren an. Auch in einem NOESY-

Spektrum, welches nach einer Zeit von 4 h, nach welcher kein aktiviertes Rhodopsin mehr

vorhanden sein sollte, aufgenommen wurde, ist wieder mit den Spektren des dunkeladaptier-

ten Zustands nahezu identisch. Es treten wie zuvor nur einige sequentielle NOE auf. Daraus

kann geschlußfolgert werden, dass die Peptide nicht an deaktiviertes Opsin binden.

Die Phosphorylierungserkennungsstelle des Arrestins ist hinreichend gut untersucht und be-

steht höchstwahrscheinlich aus zwei Elementen. Die Aminosäure R175 innerhalb des polar

core und die Aminosäuren R14 und R15 spielen dabei eine zentrale Rolle (Gurevich & Be-

novic 1995; Vishnivetskiy et al. 2000). Der Loop V-VI reicht in der Kristallstruktur von G68

bis S78 und ist nicht in der unmittelbaren Umgebung der Phosphorylierungserkennungsstelle.

Die in dieser Arbeit nachgewiesene Bindung an R* ist ein wichtiger Hinweis, dass diese Re-

gion zur Aktivierungserkennungsstelle des Arrestins gehört. Dieser Region wurde bereits von

Granzin et al. (1998) eine wichtige Rolle in der Rezeptorerkennung zugeschrieben.

Mit der vorliegenden Arbeit können ebenfalls die Ergebnisse von Dinculescu et al. (2002)

und Sommer et al. (2007) unterstrichen werden. Dinculescu et al. (2002) konnte durch die

Insertion eines 10 Aminosäure langen c-Myc-Tags (EQKLISEEDL) zeigen, dass die Loopre-

gion eine zentrale Rolle in der Rezeptorerkennung spielt. Eine Insertion der 10 Aminosäuren

zwischen L77 und S78 produzierte ein vollständig inaktives Arrestin, während die Insertion

zwischen die Reste I72 und D73 zu einer deutlich verminderten Rezeptorerkennung führte.

Sommer et al. (2007) konnten über ortsspezifische Cysteinmutagenese und intramolekulare

Fluoreszenzauslöschung ebenfalls zeigen, dass die Loopregion an der Bindung an P-R* betei-
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ligt ist. Zusätzlich wiesen sie eine Änderung der Beweglichkeit des Loops nach, welche durch

die Rezeptorbindung ausgelöst wurde.

Innerhalb eines Kooperationsprojektes mit Alexander Pulvermüller (Charité, Berlin) wurde

die Bindung des Arr(67-77) an R* und P-R* mittels des Extra-MetaII-Versuchs (Hofmann

1985) untersucht. Dabei konnte gezeigt werden, dass Arr(67-77) mit einem KD = 1,9 mM an

unphosphoryliertes R* bindet. Die Bindung an phosphoryliertes Rhodopsin P-R* war mit ei-

nem KD = 1,0 mM geringfügig stärker.

Neben der Verifizierung der Bindung an photoaktiviertes Rhodopsin konnte zusätzlich gezeigt

werden, dass Arr(67-77) eine stabilisierende Wirkung sowohl auf den MetaII- als auch auf den

P-MetaII-Zustand ausübt. Diese stabilisierende Wirkung konnte zum ersten Mal für eine syn-

thetisches Arrestin-Peptid gezeigt werden. Bisher wurde dies nur für die Transduzin-Peptide

Tα (340-350) und Tγ (50-71) nachgewiesen (Kisselev et al. 1999). Aufgrund dieser Messungen

kann davon ausgegangen werden, dass Arr(67-77) an den MetaII-Zustand und nicht an ein an-

deres Intermediat des Photozyklus bindet.
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Der genaueMechanismus der Arrestin-Rhodopsin-Interaktion und die dreidimensionale Struk-

tur des Komplexes ist bisher nicht geklärt. Es wird jedoch diskutiert, dass Arrestin eine Kon-

formationsänderung vollzieht, sobald es an photoaktivertes Rhodopsin bindet. Dies wurde be-

reits von Schleicher et al. (1989) aufgrund einer hohen apparenten Aktivierungsenergie der

Rhodopsin-Arrestin-Bindung postuliert. Wie diese Konformationsänderung genau abläuft ist

nicht bekannt. Verschiedene Modelle werden jedoch kontrovers diskutiert.

Das traditionelle Modell ist das einer 1:1 Stöchiometrie, wobei die cytoplasmatischen Loops

des Rhodopsins jeweils von einer der Kuppeln des Arrestins umschlossen werden. Dabei wird

das Modell favorisiert, bei welchem Rhodopsin mit der N-terminalen Kuppel interagiert. In

dieser Domäne befindet sich auch die Phophorylierungserkennungsstelle. Modelling-Studien

zeigten, dass die Interaktion mit der N-terminalen Domäne energetisch begünstigt ist und

die größte Interaktionsfläche bietet. Erstaunlicherweise wurde ein 1:1 Modell, bei welchem

Rhodopsin mit dem Zentrum des Arrestins interagiert ebenfalls favorisiert. Diese Interaktion

scheint ebenfalls energetisch begünstigt zu sein und weicht in der Berechnung der Energien

nur minimal vom Modell der N-terminalen Kuppelinteraktion ab (Modzelewska et al. 2006).
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Dieses Modell wäre auch im Einklang mit den Untersuchungen von Skegro et al. (2007). Die

Kuppeln der Arrestinmoleküle wurden spezifisch durch Fluorophor-Moleküle blockiert. So-

fern jeweils nur eine Kuppel blockiert wurde, behielt Arrestin seine Funktionalität. Wurden

beide Kuppeln gleichzeitig mit je einem Farbstoffmolekül blockiert, war trotzdem noch eine,

wenn auch reduzierte Bindung zwischen Arrestin und photoaktiviertem Rhodopsin zu beob-

achten. Die Interaktion konnte nur durch die sterische Blockierung beider Kuppeln mit jeweils

zwei Fluorophor-Molekülen unterbunden werden.

Man könnte deshalb daraus ein Modell ableiten, bei welchem Arrestin u. a. mit der zentra-

len Region, in welcher sich auch der Loop V-VI befindet, mit Rhodopsin wechselwirkt und

eine globale Konformationsänderung erfährt. Dies könnte ein Umklappen der hinge region

bedeuten, wodurch eine einzige große Kuppel entstehen könnte. Durch die sterische Blocka-

de mit nur zwei Farbstoffmolekülen wären die Bindungsstellen immer noch verhältnismäßig

frei zugänglich, so dass es noch zu einer reduzierten Bindung kommen könnte. Erst durch ein

vollständiges Abdecken der Bindestellen durch vier Farbstoffmoleküle wäre Rhodopsin an

der Bindung zu Arrestin gehindert. Dieses Modell würde auch die Bedeutung des Loops V-VI

hervorheben, da er sich hier direkt im Zentrum der Interaktion befände. Geht man davon aus,

dass die induzierte α-Helix mit einer hydrophoben Tasche zwischen den cytoplasmatischen

Loops des Rhodopsins interagiert, wäre dies in selbigem Falle sterisch ohne Hindernisse zu

bewältigen.

In einem Modell des Arrestins, bei welchem der Loop V-VI der Kristallstruktur durch die

α-helikale Struktur des Arr(67-77) ersetzt wurde, zeigt die Helix in die Richtung der N-

terminalen Kuppel. Wechselwirkt diese Region als Aktivierungserkennungsstelle mit photo-

aktiviertem Rhodopsin, könnte man davon ausgehen, dass die N-termiale Kuppel des Arrestins

als favorisierte Bindedomäne gilt (s. Abb. 5.4).

Ein weiteres Modell, das diskutiert wird beruht auf der Dimerisierung des Rhodopsins in

Diskmembranen (Fotiadis et al. 2003; Fotiadis et al. 2004). Sterisch wäre es möglich, dass

Arrestin jeweils mit einer Kuppel ein Rhodopsinmolekül eines Dimers umschließt. Auch in

diesem Fall würde sich der Loop V-VI in direkter räumlicher Nähe zu den cytoplasmatischen

Loops des Rhodopsins befinden, so dass eine Interaktion und vor allem das Überprüfen der

Lichtaktivierung möglich wäre.

Findet die Rezeptorbindung über die C-terminale Kuppel des Arrestins statt, wäre es eher un-

wahrscheinlich, dass der Loop V-VI mit aktiviertem Rhodopsin interagiert. Dazu wäre eine

globale Konformationsänderung des Arrestinmoleküls nötig, die die Ausbildung der α-Helix

einschließen würde.
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 !!"#$%&' ()*+ Modell der Arrestin-Rhodopsin-Interaktion. Eine mögliche Anordnung der Proteine Arres-
tin und Rhodopsin während der Wechselwirkung. Bei Arrestin wurde für das Modell die Kris-
tallstruktur (Aminosäuren 6 bis 388, J. Granzin, nicht publiziert) mit ersetzter Loopregion durch
die Struktur des Arr(67-77)-Peptids im Rhodopsin gebundenen Zustand (gelb) verwendet. Bei
Rhodopsin (rot) wurde die Struktur mit der PDB-ID 1U19 (Okada et al. 2004) verwendet. Die
C-terminale Region des Rhodopsins wurde so modifiziert, dass eine Bindung mit der Phos-
phorylierungsstelle in der N-terminalen Kuppel des Arrestins möglich ist. Das Modell wurde
manuell und ohne Energieminimierung erstellt. In diesem Modell ist nur die N-terminale Do-
mäne (blau) des Arrestins an der Rhodopsin-Bindung beteiligt.
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Die Etablierung des Protokolls zur Präparation von Nanodisks nach Bayburt et al. (2002) er-

öffnet viele Möglichkeiten Membranproteine in ihrer nativen Lipidumgebung zu untersuchen.

Dieses Modellmembransystem ist ebenfalls dafür geeignet, mit zahlreichen biophysikalischen

Methoden Membranproteine zusammen mit deren potentiellen Wechselwirkungspartnern zu

charakterisieren. Membranproteine können in ihrer nativen Lipidumgebung in detergenzfrei-

er Lösung untersucht werden. Aufgrund ihrer Größe je nach inkorporiertem Membranprotein

von ungefähr 150 bis 250 kDa bewegen sich Nanodisks mit einer im Vergleich zu kleinen

Liganden eher großen Rotationskorrelationszeit τc. Deshalb sind sie potentielle Kandidaten

zur dreidimensionalen Strukturaufklärung von Membranprotein-Ligand-Komplexen mittels

TrNOE-Experimenten.

Eine spontane Ausrichtung der Nanodisks im Magnetfeld findet jedoch nicht statt. Deshalb

müssten zur Bestimmung von TrRDC kleiner gebundener Liganden, die Orientierung der

Nanodisks mittels verschiedener etablierter Methoden herbeigeführt werden. Dann wäre eben-

falls die Bestimmung einer Orientierung des gebundenen Liganden relativ zur Ausrichtung des

äußeren Magnetfelds möglich.

Dieses Modellmembransystem bietet auch die Möglichkeit, dreidimensionale Strukturen iso-

topenangereicherter Membranproteine oder einzelner Domänenmittels TROSY-basierter NMR-

Verfahren aufzuklären. In dieser Arbeit wurden erste Testmessungen an Nanodisks mit inkor-

poriertem, isotopenangereichertem CD4 durchgeführt, die die Eignung des Systems für solche

NMR-Experimente zeigten (Daten hier nicht gezeigt).

Die zeitliche Stabilität leerer Nanodisks wurde ebenfalls in dieser Arbeit untersucht und zeig-

te, dass die Modellmembranen mindestens 14 Tage bei einer Temperatur von 12 °C stabil sind.

Die Voraussetzung zur Aufnahme zeitintensiver 3D-NMR-Spektren ist dadurch gegeben.
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Die NMR-Experimente zur Ermittlung von TrNOE und TrRDC sind leistungsstarke Metho-

den, mit welchen dreidimensionale Strukturinformationen über Liganden im Komplex mit

großen Proteinen gewonnen werden können. Leider gibt es zur Zeit noch kein standardisier-

tes Verfahren, Komplexe über 50 kDa mittels Flüssig-NMR-Spektroskopie vollständig aufzu-

klären. Deshalb bieten die Austausch basierten NMR-Methoden gerade für kleine Liganden

mit eher kleiner Affinität zu ihrem Bindungspartner viele Möglichkeiten. Außerdem ist das

Molekulargewicht des ligandbindenden Proteins nach oben nicht limitiert. Deshalb sind die

Experimente zur Bestimmung von TrRDC und TrNOE zwei der wenigen NMR-Methoden,

bei welchen die Größe des Proteins keine Rolle spielt.

Ein Vorteil gegenüber der Röntgenkristallographie ist, dass gerade Komplexe, die schnell wie-

der dissoziieren untersucht werden können. Bei solchen Komplexen ist es meist schwierig

Kristalle zu bilden. Das gleiche gilt für Komplexe, bei welchen aktivierte Zustände, wie z. B.

Rhodopsin eine sehr begrenzte Halbwertszeit haben. Sie sind deshalb für die Röntgenstruk-

turanalyse nicht geeignet. Vor allem Strukturinformationen flexibler Regionen können mit der

Röntgenstrukturanalyse schwer bestimmt werden, da meist keine Elektronendichten für sol-

che Bereiche detektiert werden können.

Ein weiterer Vorteil ist, dass relativ schnell und eindeutig der Unterschied zwischen gebun-

dener und freier Form eines Liganden bestimmt werden kann, da die Unterschiede in den

NOESY-Spektren deutlich erkennbar sind.

Diskmembranen bieten den Vorteil, dass sie sich spontan im Magentfeld ausrichten. Deshalb

sind sie für Interaktionsstudien zwischen Peptiden und Rhodopsin zur Ermittlung der TrRDC

besonders geeignet. Es bestehen jedoch zahlreiche andereMethoden wie z.B. filamentöse Bak-

teriophagen, Bicellen oder Polyacrylamidgele, große Proteine im Magnetfeld auszurichten.

Deshalb eignet sich diese Methode nicht nur für Rhodopsin, sondern auch für andere Proteine

im Komplex mit kleinen Molekülen.
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Innerhalb dieser Arbeit konnte ein Beitrag zur Aufklärung der Konformationsänderung des

Arrestins infolge der Bindung an photoaktiviertes Rhodopsin geleistet werden. Die Ausbil-

dung einer α-Helix im Loop zwischen den β -Strängen V un VI, die durch die Bindung an

den lichtaktivierten Rezeptor induziert wird, deutet darauf hin, dass noch mehrere Sequenz-

bereiche eine strukturelle Änderung erfahren. Interessant wäre deshalb, noch weitere Peptide

zu finden, deren Strukturen mittels TrNOE-Bestimmungen aufgeklärt werden können. Zu-

sätzlich können über TrRDC-Messungen Informationen über die Orientierung der Peptide zur

Membrannormalen ermittelt werden. Das Peptid Arr(67-77) scheint dafür geeignet zu sein.

Die TrRDC-Messungen müßten mehrfach reproduziert werden, um über die gemittelten Da-

ten einen Ausrichtungstensor zu berechnen, der schließlich Aufschluss über die Orientierung

des Moleküls relativ zur Membrannormalen gibt.

Über die jeweiligen Strukturen und Orientierungen könnte dann ein Modell der Gesamtstruk-

tur und -orientierung des vollständigen Arrestinmoleküls relativ zum Rezeptor im gebundenen

Zustand entstehen. Interessant wäre dann ein Vergleich zur Kristallstruktur des inaktiven Ar-

restins, um darüber Informationen über die globale Konformationsänderung des aktiven Ar-

restins zu erhalten.

Um die genauen Bindestellen am Rezeptormolekül zu identifizieren, wäre eine Kristallstruk-

turanalsye, bei welcher das Peptid im Komplex mit aktiviertem Rhodopsin oder Opsin un-

tersucht wird, vergleichbar der kürzlich publizierten Struktur des Opsins im Komplex mit

Tα (340-350) von Scheerer et al. (2008), interessant.

Falls es in Zukunft möglich sein sollte, mittels Röntgenkristallographie oder weiterentwickel-

ter NMR-Methoden dreidimensionale Strukturen der Gesamtkomplexe zwischen Transduzin

oder Arrestin mit lichtaktiviertem Rhodopsin zu bestimmen, würde man daraus beachtliche

Informationen über den genauen Mechanismus zwischen GPCR und ihren regulatorischen

Proteinen erhalten. Dies ist gerade aus biochemischer und medizinischer Hinsicht ein erstre-

benswertes Ziel.
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Aminosäure Probe HN Hα Hβ andere

Y67 belichtet ND 4.14 3.05 δ (2,6) 7.11, ε(3,5) 6.82

dunkel ND 4.13 (3.02) δ (2,6) 7.11, ε(3,5) 6.82

frei ND 4.22 3.09 δ (2,6) 7.14, ε(3,5) 6.85

G68 belichtet 8.80 3.85, 3.94 - -

dunkel 8.80 3.85, 3.94 - -

frei 8.76 3.87, 3.98 - -

Q69 belichtet 8.55 4.21 2.07, 1.98 γCH2 2.32, εCH3 7.712, 6.89

dunkel 8.55 4.21 2.06, 1.97 γCH2 2.32, εNH2 7.71, 6.89

frei 8.58 4.22 2.09, 1.99 γCH2 2.35, εNH2 7.73, 6.90

E70 belichtet 8.70 4.22 2.00, 1.98 γCH2 2.23

dunkel 8.70 4.20 2,01, 1.89 γCH2 2.23

frei 8.70 4.22 2.03, 1.91 γCH2 2.25

D71 belichtet 8.25 4.53 2.66, 2.54 -

dunkel 8.25 4.53 2.63, 2.54 -

frei 8.24 4.55 2.68, 2.56 -

I72 belichtet 7.93 4.06 1.82 γCH2 1.39, γCH3 1.12, δCH3 0.84

dunkel 7.93 4.06 1.82 γCH2 1.39, γCH3 1.11, δCH3 0.842

frei 7.94 4.07 1.84 γCH2 1.42, γCH3 1.14, δCH3 0.86

D73 belichtet 8.42 4.56 2.66, 2.56 -

dunkel 8.42 4.56 2.65, 2.56 -

frei 8.43 4.58 2.68, 2.59

V74 belichtet 8.06 4.07 2.12 γCH3 0.89, 0.80

dunkel 8.06 4.07 2.12 γCH3 0.89

frei 8.06 4.09 2.14 γCH3 0.91

M75 belichtet 8.38 4.43 2.04 γCH22.51, εCH3 2.61

dunkel 8.38 4.43 2.05 γCH22.50, εCH3 ND

frei 8.38 4.45 2.06 γCH22.58, εCH3 ND

G76 belichtet 8.36 3.83, 3.93 - -

dunkel 8.36 3.84, 3.92 - -

frei 8.37 3.85, 3.95 - -

L77 belichtet 7.77 4.15 1.58, 1.53 γCH ND, δCH3(0.86, 0.81)

dunkel 7.77 4.15 1.58, 1.53 γCH ND, δCH3 ND

frei 7.78 4.17 1.56 γCH ND, δCH30.86
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MW = 25309,5 Da

MGSSHHHHHHENLYFQGLKLLDNWDSVTSTFSKLREQLGPVTQEFWDNLEKETE

GLRQEMSKDLEEVKAKVQPYLDDFQKKWQEEMELYRQKVEPLRAELQEGARQK

LHELQEKLSPLGEEMRDRARAHVDALRTHLAPYSDELRQRLAARLEALKENGGA

RLAEYHAKATEHLSTLSEKAKPALEDLRQGLLPVLESFKVSFLSALEEYTKKLNTQ
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1D, 2D, 3D ein-, zwei-, dreidimensional

α Absorptionsverhältnis A280nm/A500nm
Å Ångström (0,1 nm)

Abb. Abbildung

ACN Acetonitril

Arr Arrestin

AS Aminosäure

CARA engl. computer aided resonance assignment

CD Circulardichroismus

CT engl. constant time
1D Restdipolkopplung

D2O Deuteriumoxid, 2H2O

d. h. das heißt

DIPSI-3 engl. decoupling in the presence of scalar interactions

DNA Desoxyribonukleinsäure

DTPA Diethylentriaminpentaessigsäure

E. coli Escherichia coli

EDTA Ethylendiaminotetraessigsäure

EPR Elektronenparamagnetische Resonanz electron paramagnetic resonance

ESI-MS Elektrospray-Ionisation-Massenspektrometrie

et al. und andere (lat. et alii)

g Erdbeschleunigung

GdnHCl Guanidinhydrochlorid

GDP Guanosindiphosphat
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GTP Guanosintriphosphat

HCl Chlorwasserstoff (in wässriger Lösung: Salzsäure)

HEPES 4-(2-Hydroxyethyl)-1-Piperazineethansulfonsäure

H2Odest destilliertes Wasser

HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie

(engl. high pressure liquid chromatography)

HSQC heteronukleare Einquantenkohärenz

(engl. heteronuclear single quantum coherence)

IPTG Isopropyl-β -D-thiogalactopyranosid
1J skalare Kopplung
1Jdunkel beobachtete Aufspaltung in Hz der Dublettkomponenten

im dunkeladaptierten Zustand
1Jexp beobachtete Aufspaltung in Hz der Dublettkomponenten

im lichtaktivierten Zustand

K Kelvin

Kap. Kapitel

KCl Kaliumchlorid

kDa Kilodalton; Molekulargewichtsangabe für Biopolymere

M9-Medium künstliches Minimalmedium zur Isotopenanreicherung

MALDI-TOF engl. matrix assisted laser desorption/ionisation- time of flight

MetaI Metarhodopsin I

MetaII Metarhodopsin II

MSP1 engl. membrane scaffold protein 1

NaCl Natriumchlorid

NaPi Natriumphosphat

NaOH Natriumhydroxid (in wässriger Lösung: Natronlauge)

Ni2+-NTA Nickel-Nitrilotriessigsäure (engl. nickel nitrilotriacetic acid

NMR kernmagnetische Resonanz (engl. nuclear magnetic resonance)

NOE Kern-Overhauser-Effekt (engl. nuclear Overhauser effect)

NOESY NOE-Spektroskopie (engl. NOE spectroscopy)

OD600 Optische Dichte bei einer Wellenlänge λ = 600 nm

P-MetaII phosphoryliertes Metarhodopsin II

P-R phosphoryliertes, inaktiviertes Rhodopsin

P-R* phosphoryliertes, aktiviertes Rhodopsin
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PAGE Polyacrylamid-Gelelektrophorese

PBS phosphatgepufferte Salzlösung (engl. phosphate buffered saline)

PDE Phosphodiesterase

PFG gepulster Magnetfeld-Gradient (engl. pulsed field gradient)

PMSF Phenylmethylsulfonylfluorid

POPC 1-Palmitoyl-2-Oleyl-sn-Glycero-3-Phosphocholin

ppm Einheit der NMR-chemischen Verschiebung (engl. part per million)

RK Rhodopsinkinase

R dunkeladaptiertes Rhodopsin

R* photoaktiviertes Rhodopsin

RDC Restdipolkopplung (engl. residual dipolar coupling)

rmsd Quadratwurzel aus den mittleren Abweichungsquadranten

(engl. root mean square residue)

ROE engl. rotated frame Overhauser effect)

ROESY ROE-Spektroskopie (engl. ROE spectroscopy)

ROS äußeres Segment des Stäbchens (engl. rod outer segment)

RT Raumtemperatur

σB Kreuzrelaxationsrate des gebundenen Zustands

σF Kreuzrelaxationsrate des freien Zustands

SDS Natriumdodecylsulfat (engl. sodium dodecylsulfate)

τc Rotationskorrelationszeit

T Tesla

Tα α-Untereinheit des Transduzins

Tαβγ Holoprotein des Tranduzins aus α-, β - und γ-Untereinheit

Tβγ Heterodimer des Tranduzins aus β - und γ-Untereinheit

Tab. Tabelle

TFA Trifluoractet

TOCSY engl. total correlated spectroscopy

Tris Tris(hydroxymethyl)-aminomethan

TrNOE transferierter Kern-Overhauser-Effekt

TROSY engl. transvers relaxation optimized spectroscopy

TrRDC transferierte Restdipolkopplung

u. a. unter anderem

UV ultraviolett
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Vis visuell

v/v Volumen pro Volumen

w/v Gewicht pro Volumen

WATERGATE engl. water supression by gradient-tailored exitation

z. B. zum Beispiel

 !" #$%& '%( )*+$,'-./01,+%&23$%4/5'*+&64(+

A Ala Alanin

C Cys Cystein

D Asp Aspartat

E Glu Glutamat

F Phe Phenylalanin

G Gly Glycin

H His Histidin

I Ile Isoleucin

K Lys Lysin

L Leu Leucin

M Met Methionin

N Asn Asparagin

P Pro Prolin

Q Gln Glutamin

R Arg Arginin

S Ser Serin

T Thr Threonin

V Val Valin

W Trp Tryptophan

Y Tyr Tyrosin
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