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Abkürzungsverszeichnis 

 
Chol – cholesterol, englisch für Cholesterin 

CSA – Chemical Shift Aniostropy, englisch für chemische Verschiebungsanisotropie 

DPC – n-dodecyl-phosphocholine (englisch) 

DHPC – 1,2-diheptanoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (englisch) 

DMPC – 1,2-dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (englisch) 

Env – Envelope, englisch Hülle (im Kontext des HIV-Virus) 

HIV – Human Immunodeficiency Virus (Immunschwäche-Virus des Menschen) 

IDP – Intrinsically Disordered Protein, englisch für intrinsisch ungeordnetes Protein 

IDR – Intrinsically Disordered Region, englisch für intrinisch ungeordnete Region 

MAS – Magic Angle Spinning, englisch für das Drehen um den Magischen Winkel 

NMR – Nuclear Magnetic Resonance, englisch für Kernspinresonanz 

NOE – Nuclear Overhauser Effect, englisch für den Kern-Overhauser-Effekt 

PC – phosphatidyl choline (englisch) 

SNAP25 – Synaptosomal-Associated Protein of 25 kDa (englisch) 

SNARE – Soluble N-ethylmaleimide-sensitive-factor Attachment Receptor (englisch) 

Syb-2 – Synaptobrevin-2  

VAMP-2 – Vesicle Associated Membrane Protein 2 (englisch) 
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III Kurze Zusammenfassung  

Die Dynamik von Proteinen ist essentiell für ihre Funktion. So treten Proteine häufig in 
verschiedenen räumlichen Konformationen auf. Den Übergang zwischen unterschiedlichen 
Konformationen bezeichnet man als strukturelle Proteindynamik. Ein besonderes Maß an 
Dynamik zeigen intrinsisch ungefaltete Proteine und Membranproteine, die an Membranfusion 
beteiligt sind und dafür mehrere Konformationsumwandlungen durchlaufen. Sie stehen im 
Fokus meiner Habilitationsschrift, insbesondere das HIV-1 Membranprotein gp41, das die 
Fusion der Virusmembran mit der Membran der Wirtszelle vorantreibt, und die SNARE-
Proteine, die eine zentrale Rolle bei der Fusion synaptischer Vesikel und der damit verbundenen 
Freisetzung von Neurotransmittern spielen. Zwischen beiden Proteinsystemen gibt es 
Parallelen hinsichtlich der Membranfusion, da beide die Membranfusion durch die Ausbildung 
kompakter Helixbündel vorantreiben.  

 Ziel meiner Arbeiten ist ein besseres Verständnis der strukturellen Dynamik dieser Proteine 
auf molekularer Ebene und mit Aminosäurereste-spezifischer Auflösung. Zur 
Charakterisierung der strukturellen Dynamik intrinsisch ungeordneter Proteine oder von 
Membranproteinen wurden NMR-Relaxationsmethoden weiterentwickelt. Diese lassen sich auf 
eine Vielzahl von Proteinen anwenden. 

Wir beobachteten eine hohe strukturelle Dynamik von HIV-1 gp41 auf mehreren Zeitskalen, 
sowohl auf der schnellen Piko- bis Nanosekunden-Zeitskala, die man an als Flexibilität des 
Proteins interpretieren kann, wie auch auf einer Mikrosekunden-Zeitskala, auf der strukturelle 
Umlagerungsprozesse und Konformationsänderungen stattfinden. Unsere Daten deuten auf die 
Population eines Prä-Fusions-Zwischenzustands hin. Für das vesikuläre SNARE-Protein 
Synaptobrevin-2 finden wir, dass es in seinem monomeren Zustand vor der Fusion intrinsisch 
ungefaltet ist und eine hohe intrinsische Flexibilität aufweist. Eine zunehmende Steifigkeit vom 
N- zum C-Terminus, die mit einer Steigerung der Lipidbindungsaffinität korreliert, wird 
beobachtet, ebenso wie eine schwache Lipidbindung des gesamten SNARE-Motivs, was eine 
Überarbeitung der derzeitigen Modelle der vesikulären Membranfusion nahelegt, die bisher von 
einer Membranbindung allein über die Transmembranregion ausgehen. Unsere Ergebnisse für 
das SNARE-Protein SNAP25a zeigen, dass es in seinem monomeren Zustand vor der Fusion 
hauptsächlich intrinsisch ungeordnet vorliegt – inklusive des C-terminalen SNARE-Motivs. 
Nur die N-terminalen 35 Aminosäurereste von SNAP25a weisen eine α-helikale Konformation 
auf. Dies legt eine Funktion als Nukleationspunkt für die Assemblierung des SNARE-
Komplexes nahe. 
Um die Größenlimitierung für eine Untersuchung des Proteinrückgrats mittels Lösungs-NMR 
(im Bereich von 100 kDa bis 200 kDa) zu überwinden, haben wir die Protonen-detektierte 
Festkörper-NMR-Spektroskopie für die Anwendung an Membranproteinen optimiert. Wir 
konnten die ersten hochauflösenden Protonen-detektierten Festkörper-NMR-Spektren des β-
Fass-Membranproteins OmpX in einer Lipid-Nanodisc-Umgebung mit schnellem MAS (100 
kHz) aufnehmen. Darüber hinaus konnten Protonen-detektierte dreidimensionale 
Zuordnungsexperimente für die Nichtstrukturproteine NS4B und NS5A des Hepatitis C-Virus 
aufgenommen und strukturelle Einblicke in ihre Membrantopologie und Domänendynamik 
gewonnen werden. 
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1. Einleitung 

1.1. Proteindynamik 

Das Leben ist dynamisch – im Großen wie im Kleinen.  Auf molekularer Ebene sind Proteine 
die „molekularen Maschinen“, die den Stoffwechsel einer Zelle aufrechterhalten und den Zellen 
weitreichende Fähigkeiten verleihen. Um ihre verschiedenen Funktionen zu erfüllen, müssen 
Proteine unterschiedliche räumliche Konformationen annehmen und zwischen diesen wechseln 
können – sie sind in Bewegung. Diese Dynamik ist mit Übergängen zwischen verschiedenen 
(lokalen) Minima in der Protein-Energielandschaft verknüpft und findet auf unterschiedlichen 
Zeitskalen statt. Je größer die Energiebarriere ist, die dabei überwunden werden muss, umso 
langsamer ist die assoziierte Dynamik (Abbildung 1). Hierbei unterscheidet man zwischen 
schnellen Fluktuationen, wie Änderungen der Dihedral- und Torsionswinkel entlang des 
Proteinrückgrats, und langsameren Bewegungen, etwa der Bewegungen einzelner Domänen, 
die mit Konformationsänderungen verknüpft sind. Erstere finden auf einer Pikosekunden- bis 
Nanosekunden-Zeitskala (ps-ns) statt und können als „Flexibilität“ des Proteins interpretiert 
werden. Letztere erfolgen meist auf einer Mikro- bis Millisekunden-Zeitskala (µs-ms) 
(Abbildung 2). 

 

 

 

 

1. 2. Untersuchungen von struktureller Proteindynamik mittels Kernspinresonanz-
Spektroskopie in Lösung 

Die Untersuchung von Proteindynamik in Lösung und bei physiologischen Temperaturen ist 
eine besondere Stärke der Kernspinresonanz-Spektroskopie (engl. NMR für Nuclear Magnetic 
Resonance). Proteindynamik kann hier mit Aminosäurereste-spezifischer Auflösung und ohne 
das Einbringen zusätzlicher Sonden (z.B. Fluorophore) beobachtet werden. Dabei kommen 
unterschiedliche Experimente zum Einsatz. 

Abbildung 1: Die Dynamik von Proteinen 
ist mit dem Wechsel zwischen 
verschiedenen Minima auf der 
Energielandschaft eines Proteins verküpft. 
Je höher die Energiebarriere zwischen zwei 
Minima (z.B. hier A und B) ist, die diese 
Minima voneinander trennt und die 
überwunden werden muss, umso langsamer 
ist die assoziierte Bewegung des Proteins 
(adaptiert von 1 ).  
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Man unterscheidet zwischen NMR-Experimenten, die schnelle Dynamik im Piko- bis 
Nanosekundenbereich (ps-ns) charakterisieren - schneller als die rotatorische Korrelationszeit, 
τR, eines Proteins (in der Größenordnung von wenigen Nanosekunden für kleine globuläre 
Proteine), und Methoden, die Dynamik langsamer als τR detektieren. Die rotatorische 
Korrelationszeit des Proteins, τR, ist die Zeit, die das Protein für eine Gesamtrotation (um einen 
Radianten) benötigt. Für die Charakterisierung schneller Proteindynamik im ps-ns Bereich, 
schneller als τR, werden meist 15N Relaxationsmethoden, 15N R1ρ und {1H}-15N Heteronuklear-
NOE (engl. für Nuclear Overhauser Effekt) Messungen verwendet 2-5. Bewegungen, die 
schneller sind als τR, können mit der inneren Flexibilität des Proteins in Verbindung gebracht 
werden.   

Zur Charakterisierung von Proteindynamik, die langsamer als τR ist, werden sogenannte 
Relaxationsdispersions-Experimente, R1ρ und CPMG (Carr-Purcell-Meiboom-Gill)-
Experimente eingesetzt, die eine Fluktuation der isotropen chemischen Verschiebung 
detektieren können und sensitiv für μs-ms Dynamik sind 6-11 (schneller Austausch).  Langsame 
Dynamik (langsamer Austausch)  im Millisekundenbereich kann mittels 15N-CEST (engl: 
Chemical exchange saturation transfer) 12 oder über Austausch-Spektroskopie (engl: exchange 
spectroscopy, EXSY) beobachtet werden. Findet die Dynamik auf einer Zeitskala von einigen 
Sekunden oder im Bereich von Minuten oder Stunden statt, kann sie auch direkt zeitaufgelöst, 
z.B. in einer Serie ein- oder zweidimensionaler NMR-Messungen beobachtet werden 13,14. Der 
PRE-Effekt (engl. für Paramagnetic Relaxation Enhancement) mittels paramagnetischer 
Sonden, die z.B. an Cysteine kovalent gebunden werden können, und sogenannte residuale 
dipolare Kopplungen (RDCs) können zur Untersuchung der Amplituden von Proteindynamik 
von Pikosekunden bis hin zu Millisekunden verwendet werden (allerdings ohne direkte 
Zeitauflösung) 15-18. Neuere Entwicklungen im Bereich der Festkörper-NMR-Spektroskopie, 
auf die in Kapitel 1.4. eingegangen werden soll, ermöglichen auch die Untersuchung von 
Membranproteindynamik in einer Lipidumgebung.  

Im Rahmen der hier vorgestellten Arbeiten, wurden klassische 15N-Relaxationsexperimente, 
die schnelle ps-ns Dynamik charakterisieren, verbessert und erweitert, so dass sie auch für 
größere Proteine, z.B. Membranproteine, verwendet werden können und zuverlässige Daten 
liefern. Strukturelle Dynamik im ps-ns Zeitbereich kann als „Flexibilität“ eines Proteins 
aufgefasst werden. Die entwickelten Relaxationsexperimente wurden u.a. auf verschiede 
Membranproteine und intrinsisch ungefaltete Proteine angewendet. Einen biologischen 
Schwerpunkt bilden hier Proteine, die an Membranfusionen beteiligt sind. Als erstes System 
wurde das virale Membranfusionsprotein gp41 des Humanen Immundefizienz-Virus (HIV) 
untersucht, als zweites die beiden SNARE-Proteine Synaptobrevin-2 und SNAP25, welche die 
Fusion synaptischer Vesikel mit der Plasmamembran der neuronalen Synapse zwecks 
Neurotransmitter-Freisetzung vorantreiben. 
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Abbildung 2: Zeitskalen struktureller Proteindynamik. NMR bietet eine Vielzahl von Möglichkeiten 
und unterschiedlichen Methoden, Proteindynamik zu charakterisieren. Diese Methoden erstrecken sich 
über eine große Bandbreite von Zeitskalen, von Pikosekunden bis hin zu Sekunden und länger.  Die 
verschiedenen Bewegungen des Proteinrückgrats werden dabei zusammen mit den assoziierten 
Zeitskalen angegeben, auf denen sie stattfinden. Unter dem Pfeil sind verschiedene NMR-Experimente 
und ihre Sensitivität für die jeweiligen Zeitskalen angegeben. 

 

1.3. Untersuchung von Membranproteinen mittels Lösungs-NMR-Spektroskopie 

Für viele Membranproteine sind ihre strukturelle Dynamik und einhergehende 
Konformationsänderungen essentiell für ihre Funktion 19-21. NMR-Spektroskopie ermöglicht 
wichtige Einblicke in diese strukturelle Dynamik von Membranproteinen bei physiologischen 
Temperaturen und mit Aminosäurereste-spezifischer Auflösung. Sie ist daher eine wichtige 
strukturbiologische Technik und komplementär zur Röntgenkristallographie und zur Kryo-
Elektronenmikroskopie, die häufig die Struktur des Grundzustands des Proteins bei kryogenen 
Temperaturen analysieren.  

NMR-Studien an Membranproteinen, beispielsweise an G-Protein gekoppelten Rezeptoren, 
weisen auf das Vorhandensein einer erheblichen strukturellen Dynamik hin 22,23. Für Lösungs-
NMR-Studien wurden die Membranproteine häufig in Detergenzmizellen oder kurzkettigen 
Lipiden solubilisiert und damit in Lösung gehalten 22,23. Als Alternative zu Detergenzmizellen 
wurden kleine Lipid-Nanodiscs 24 und kleine Lipid-Bizellen eingeführt 25,26. Diese haben den 
Vorteil, eine Lipiddoppelschicht als Membranumgebung zu ermöglichen, die eine 
physiologische Membran besser repräsentiert. Mit einem Molekulargewicht zwischen 80 kDa 
und 100 kDa, sind jedoch selbst kleine Lipid-Nanodiscs schon fast an der Obergrenze des 
Molekulargewichts, das durch die rotatorische Korrelationszeit des Gesamtkomplexes 
vorgegeben ist. Dies führt bei Experimenten an Membranprotein/Nanodisc-Komplexen mit 
mehr als 100-200 kDa zu einer starken Linienverbreiterung der Resonanzsignale des 
Proteinrückgrats bis unterhalb des Rauschens, so dass diese Signale in den entsprechenden 
Lösungs-NMR [1H,15N]-Korrelationsspektren verschwinden. 
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1.4. Neuartige Protonen-detektierte Festkörper-NMR-Methoden bei schnellen MAS-
Frequenzen zur Untersuchung von Membranproteinen in einer natürlichen 
Lipidumgebung 

Im Gegensatz zur Lösungs-NMR ist die Festkörper-NMR-Spektroskopie nicht durch die 
rotatorische Korrelationszeit eingeschränkt und besitzt prinzipiell keine Limitierung des 
Molekulargewichts der untersuchten Membrankomplexe. Das obere Limit wird allein durch die 
Komplexität der Spektren und deren Auflösung begrenzt. Damit ist es möglich, 
Membranproteine eingebettet in Liposomen oder 2D-Lipid-Kristallen zu untersuchen 27,28. 
Diese Lipidumgebung ist für die Lösungs-NMR aufgrund der Größe des Systems unzugänglich 
(z. B. Megadalton für Proteoliposomen). Seit der Einführung der Protonendetektion in der 
biologischen Festkörper-NMR können experimentelle Strategien, die für die Lösungs-NMR 
typisch sind, auf die Festkörper-NMR übertragen werden 29,30. Die Protonendetektion 
ermöglicht u.a. auch die Untersuchung der Dynamik des Proteinrückgrats  in ähnlicher Weise 
wie bei der Lösungs-NMR 31, liefert aber auch ergänzende Informationen zur Lösungs-NMR. 
Denn anisotrope Wechselwirkungen, wie die chemische Verschiebungsanistropie (CSA) oder 
dipolare Kopplungen, werden nicht mehr durch die rotatorische Diffusion ausgemittelt, und die 
spektralen Leistungsdichten werden abhängig von der Frequenz des Magic-Angle-Spinnings 
(MAS) 32. 

Bei den niedrigen MAS-Frequenzen (10-20 kHz), die in ersten Arbeiten verwendet wurden 33-

36, mussten hohe Deuterierungsgrade (bis zu 90 %) verwendet werden, um eine ausreichende 
Auflösung in der Protonendimension zu erreichen. In den letzten zehn Jahren haben zunehmend 
schnellere MAS-Frequenzen von 100 kHz und mehr die Anforderungen an die Verdünnung des 
Protonennetzwerks durch Deuterierung verringert. Hochaufgelöste protonen-detektierte 
Spektren können bei 100 kHz inzwischen auch für vollständig protonierte Proben 
aufgenommen werden 37,38. Protonen-detektierte Festkörper-NMR-Experimente mit einer 
MAS-Frequenz von 100 kHz erfordern Mengen von weniger als einem Milligramm an Protein,  
ermöglichen gleichzeitig aber eine Empfindlichkeit, die mit standardmäßigen 13C-detektierten 
Experimenten mit niedrigen MAS-Frequenzen (10-20 kHz) vergleichbar ist, welche jedoch die 
zwanzigfache Probenmenge erfordern. Der Grund dafür ist das höhere gyromagnetische 
Verhältnis von Protonen verglichen mit 13C-Kohlenstoff, die geringere Linienbreite bei 
schnellen MAS-Frequenzen und der bessere Füllfaktor der NMR-Spule bei Verwendung 
kleinerer Rotoren, die für schnelle MAS geeignet sind. Daher verringern Protonendetektion und 
schnelle MAS-Frequenzen den Aufwand der Probenvorbereitung und ermöglichen die 
Untersuchung von Proteinen, die sich nur in geringen Mengen exprimieren lassen, was z. B. für 
viele Membranproteine gilt. In der Tat gewinnt die Arbeit an Membranproteinen unter 
Verwendung von Festkörper-NMR mit Protonendetektion und schnellen MAS-Frequenzen ( > 
60kHz) zunehmend an Bedeutung, wie zum Beispiel in einer Übersichtsarbeit von Schubeis et 
al. 39 beschrieben wird.   
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1.5. Charakterisierung der strukturellen Dynamik intrinsisch ungefalteter Proteine 
mittels NMR-Spektroskopie 

Über 30 % des eukaryotischen Proteoms bestehen aus intrinsisch ungeordneten Proteinen 
(englisch: intrinsically disordered proteins, kurz: IDPs) oder Proteinen mit intrinsisch 
ungeordneten Regionen (englisch: intrinsically disordered regions, kurz: IDRs) 40-43. Sie spielen 
eine zentrale Rolle bei vielen zellulären Prozessen, wie z. B. der Signaltransduktion und 
Transkription 40-43, und sind häufig an biomolekularen Kondensaten beteiligt 44-47. IDPs 
zeichnen sich durch das Fehlen einer wohldefinierten dreidimensionalen nativen Struktur unter 
physiologischen Bedingungen aus, kombiniert mit einer schwach trichterförmigen oder 
zerklüfteten Energielandschaft 47,48. Aufgrund der geringen Hydrophobizität und der starken 
elektrostatischen Abstoßung, die über das Rückgrat von IDPs oder IDRs verteilt sind, fehlt eine 
treibende Kraft für die Faltung zu einer globulären Struktur 49. IDPs nehmen häufig eine 
gefaltete Konformation an, wenn sie im Komplex mit anderen Bindungspartnern vorliegen 
40,50,51. Auch posttranslationale Modifikationen erweitern die Faltungsmöglichkeiten von IDPs 
oder IDRs 52,53. Die Fehlfaltung von IDPs wurde als Ursache verschiedener Krankheiten, 
einschließlich neurodegenerativer Erkrankungen, identifiziert 45,54-56. 

IDPs und IDRs haben eine hohe interne Flexibilität  51,57,58. Konformationsensembles, die die 
Variation von Atompositionen und Flächenwinkeln zeigen, wurden aus Molekulardynamik-
Simulationen und Randbedingungen abgeleitet, die aus experimentellen Daten gewonnen 
wurden  59-62. Aufgrund der diffusen Elektronendichte und der hohen internen Dynamik von 
IDPs ist es schwierig, sie mit strukturbiologischen Methoden wie Kryo-Elektronenmikroskopie 
oder Röntgenkristallographie zu charakterisieren. Auch die Kristallisationsbedingungen oder 
Probenvorbereitungstechniken für Experimente bei kryogenen Temperaturen können sich auf 
den Konformationsraum von IDPs auswirken. Lösungs-NMR ist jedoch besonders sensitiv für 
hochdynamische Proteine und ist daher für die Untersuchung von IDPs hervorragend geeignet 
46,50,52,58-68. Die Amidgruppe des Proteinrückgrats wird häufig als Sonde für die strukturelle 
Proteindynamik des Proteinrückgrats verwendet. Hier bietet die Lösungs-NMR verschiedene 
Experimente zur Untersuchung der internen Proteindynamik über einen weiten Bereich von 
Zeitskalen (Abbildung 1), die in erster Linie auf der Spin-Relaxation basieren (vgl. Kapitel 1.2) 
61,63,68-72. 
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Kapitel 2: Untersuchte Fragestellungen 

Ein wesentliches Ziel der in dieser Habilitationsschrift vorgestellten Arbeiten ist ein besseres 
Verständnis der strukturellen Dynamik von Proteinen auf molekularer Ebene mit 
Aminosäurereste-spezifischer Auflösung. Dazu wurden moderne Kernspinresonanz-Methoden 
(englisch: Nuclear Magnetic Resonance, kurz: NMR), insbesondere sogenannte 
Relaxationsmethoden, auf den Gebieten der Lösungs-NMR- und Protonen-detektierten 
Festkörper-NMR-Spektroskopie weiterentwickelt und angewendet. Die hier vorgestellten 
Methoden lassen sich auf eine Vielzahl von Membranproteinen in einer natürlichen 
Lipidumgebung und intrinsisch ungeordnete Proteine anwenden. 

Ein besonderes Maß an Dynamik zeigen Proteine, die an der Membranfusion beteiligt sind. 
Membranfusionen treten bei vielen biologischen Vorgängen auf, z.B. bei Transportprozessen 
oder bei der Signalweiterleitung, u.a. an der Synapse zwischen zwei Neuronen. Aber auch bei 
viralen Infektionsprozessen spielt Membranfusion eine entscheidende Rolle, wenn z.B. die 
Virusmembran mit der Membran der Wirtszelle fusioniert, um die virale RNA (oder DNA) zur 
Replikation in die Wirtszelle einzuschleusen. Das virale Membranprotein gp41 auf der Hülle 
des Humanen Immundefizienz Virus (HIV) ist für die Fusion der Virusmembran mit der 
Membran der Wirtszelle verantwortlich und einer der Schwerpunkte der hier vorgestellten 
Arbeiten. Wir haben eine hohe intrinsische Mobilität des HIV-1 Membranproteins gp41 auf 
mehreren Zeitskalen beobachtet. Die beobachtete Plastizität von gp41 ermöglicht neue 
Ansatzpunkte für antivirale Medikamente zu entwickeln, die sogenannten Fusionsinhibitoren.   

Bei der Neurotransmitterfreisetzung an der neuronalen Synapse, durchlaufen die SNARE- 
Proteine (englisch: soluble N-ethylmaleimide-sensitive-factor attachment receptor) eine Reihe 
von Konformationsänderungen.  Die Bildung des SNARE-Komplexes, eines Vier-Helix-
Bündels aus den SNARE-Proteinen, treibt die synaptische Membranfusion voran, so dass eine 
Fusionspore ausgebildet wird und Neurotransmitter in den synaptischen Spalt freigesetzt 
werden. In ihrem Zustand vor der Fusion sind die SNARE-Proteine intrinsisch ungefaltet. Die 
in dieser Arbeit vorgestellte Analyse der strukturellen Dynamik sowie der 
Membranwechselwirkungen der monomeren SNARE-Proteine Synaptobrevin-2 und SNAP25a 
soll zu einem tieferen Verständnis der molekularen Dynamik dieser Proteine beitragen, was 
wiederum eine grundlegende Voraussetzung für das umfassendere Verständnis des 
Membranfusionsmechanismus auf molekularer Ebene darstellt. 
 
Wichtig für die Untersuchung von Membranproteinen ist die Verwendung realistischer 
Membranmimetika. Liposomen oder Lipid-Nanodiscs kommen hierbei der physiologischen 
Membran recht nahe. Allerdings sind diese Systeme mittels Lösungs-NMR wegen der 
bestehenden Größenlimitierung nur schwer zugänglich. Deshalb wurden im Rahmen der hier 
vorgestellten Arbeiten neuartige Protonen-detektierte Festkörper-NMR-Methoden bei 
schnellen MAS (englisch Magic Angle Spinning) - Frequenzen für die Anwendung an 
Membranproteinen entwickelt, die diese Größenlimitierung nicht aufweisen. Ziel ist auch hier 
ein verbessertes Verständnis der strukturellen Proteindynamik. 
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Die übergeordnete Zielsetzung meiner Arbeiten ist die Charakterisierung der Struktur und 
Dynamik von Membranproteinen in einer natürlichen Lipidumbegung und intrinisch 
ungefalteter Proteine, die mit Membranen interagieren - zwecks eines besseren Verständnisses 
ihrer Funktion. Dazu wurden die zur Verfügung stehenden NMR-Methoden verbessert und 
erweitert und auf verschiedene Proteine angewendet. Einen Schwerpunkt bilden hier 
Membranproteine und intrinsisch ungefaltete Proteine, welche die Membranfusion 
vorantreiben. Diese Habilitationsarbeit gliedert sich in vier Themenschwerpunkte. Die 
Zuordnung der zugrundeliegenden wissenschaftlichen Veröffentlichungen zu diesen 
Themenschwerpunkten ist nachfolgend gekennzeichnet: 

 

1.Verbesserung und Weiterentwicklung von NMR-Relaxationsmethoden zur Charakterisierung 
von struktureller Proteindynamik mittels Lösungs-NMR (Publikation [1] und [12]). 

2. Anwendung der entwickelten Methoden zur Untersuchung der Struktur und Dynamik von 
Membranproteinen mittels Lösungs-NMR (Publikation [2], [3] und [5]). Einen Schwerpunkt 
bildet hier das Membranprotein HIV-1 gp41, welches eine zentrale Rolle bei der viralen 
Membranfusion spielt.  

3. Entwicklung und Anwendung neuartiger protonen-detektierter Festkörper-NMR-Methoden, 
die eine Untersuchung der strukturellen Dynamik des Proteinrückgrats von Membranproteinen 
in einer natürlichen Lipid-Umgebung ermöglichen (Publikationen [6], [7], [9] und [10]). 

4. Untersuchung der strukturellen Dynamik intrinsisch ungefalteter Proteine, die mit 
Membranen interagieren, mittels Lösungs-NMR. Einen Schwerpunkt bilden hier die SNARE-
Proteine, die im Rahmen der neuronalen Exozytose die Membranfusion synaptischer Vesikel 
mit der Plasmamembran vorantreiben (Publikationen [4], [8] und [11]). 

 

Diese zuvor genannten vier Themenschwerpunkte werden nachfolgend in einem 
zusammenhängenden Überblick dargestellt. Diese kumulative Habilitationsschrift basiert auf 
insgesamt 12 Publikationen. In neun dieser Publikationen bin ich Erstautor und in vier Arbeiten 
korrespondierender Autor. Diese Publikationen entstanden während meiner Zeit als 
Postdoktorand an den National Institutes of Health (NIH,  bei Washington D.C., USA), meiner 
Tätigkeit als unabhängiger Wissenschaftler am Max-Planck Institut für biophysikalische 
Chemie in Göttingen (gefördert durch das DFG/NIH Research Career Transistion Award 
Program) und an der ETH Zürich (gefördert durch ein Marie-Curie Stipendium der 
Europäischen Union), sowie in der Zeit als unabhängiger Gruppenleiter an der HHU Düsseldorf 
(gefördert durch das Heisenberg-Programm der DFG). 
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Kapitel 3: Zusammenfassender Überblick 

 

3.1. Verbesserung und Weiterentwicklung von NMR-Relaxationsmethoden zur 
Charakterisierung struktureller Proteindynamik mittels Lösungs-NMR  

 

3.1.1. Zusammenhang von Proteindynamik und Relaxation 

Strukturelle Proteindynamik führt zu einer Fluktuation der N-H Bindungsorientierungen der 
Amidgruppen im Proteinrückgrat. Deshalb können Amidgruppen als Sonden für die Dynamik 
der einzelnen Aminosäuren innerhalb des Proteinrückgrats dienen. Diese durch die innere 
Proteindynamik verursachte Fluktuation führt zur sogenannten Spin-Relaxation 2,6,11,57,73-78. 
Auf Zeitskalen, die kürzer als die rotatorische Diffusionzeit, τR, des Proteins sind, sind die 
anisotrope chemische Verschiebung (engl. chemical shift anisotropy, CSA) und die dipolare 
Kopplung (D) aktiv und werden nicht durch die Rotationsdiffusion des Proteins ausgemittelt. 
Die interne Dynamik des Proteinrückgrats umfasst u.a. Bewegungen der Peptidebenen und die 
Verdrehung der Rückgrat-Dihedralwinkel. Diese Veränderungen induzieren eine stochastische 
Fluktuation der anisotropen chemischen Verschiebungen und der dipolaren Kopplungen, die zu 
einer Variation des lokalen Magnetfelds am Kernort führen, was letztlich die NMR-
Spinrelaxation bewirkt 74,75,79,80. Diese Fluktuationen können durch eine Korrelationsfunktion 
beschrieben werden. Die Fourier-Transformierte der Autokorrelationsfunktion wird als 
spektrale Leistungsdichte bezeichnet. In der semiklassischen Redfield-Relaxationstheorie 
können die NMR-Relaxationsratenkonstanten durch die Summen und die Differenzen dieser 
spektralen Leistungsdichte beschrieben werden 81.  

Im Folgenden sollen die „klassischen“ 15N-NMR-Relaxationsexperimente, die im Rahmen 
dieser Arbeit verbessert und auch für größere Proteine, wie z.B. Membranproteine, nutzbar 
gemacht wurden, kurz vorgestellt werden. Es handelt sich hierbei um 15N R1, R1ρ und {1H}-
15N-NOE (engl. Nuclear Overhauser Effekt) Relaxationsexperimente 2-5. Zwecks eines besseren 
Verständnisses wird kurz auf die theoretischen Grundlagen eingegangen, und danach die 
qualitative Interpretation der Relaxationsdaten anhand unserer Daten an Synaptobrevin-2 
vorgestellt. Diese ermöglicht Aminosäure-spezifische Einblicke in die strukturelle Dynamik 
der diskutierten Proteine und spielt daher eine wesentliche Rolle für die in dieser Schrift 
zusammengefassten Arbeiten. Zum Abschluss dieses Kapitels wird noch kurz eines der NMR-
Relaxationsexperimente vorgestellt.  

 

3.1.2. Theoretische Grundlagen 

Longitudinale Relaxation  

Die longitudinale oder Spin-Gitter-Relaxation, die durch die T1-Zeit oder die Relaxationsrate 
R1 = 1/T1 gekennzeichnet ist, beschreibt die Rückkehr der Magnetisierung zur Boltzmann-
Gleichgewichtsmagnetisierung. Im Gleichgewicht ist die Magnetisierung entlang der Achse des 
äußeren Magnetfelds ausgerichtet, welche die z-Achse des Labor-Koordinatensystems 
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definiert. Spektrale Leistungsdichten bei hohen (1H) und kleinen (15N) Larmor-Frequenzen 
(gleichbedeutend mit den Kernspinresonanz-Frequenzen, z. B. 600 MHz für 1H bei einem 14,1-
Tesla-Magneten) sowie deren Summen und Differenzen tragen zur 15N-R1-Relaxation bei, 
welche durch die in rad*s-1 gemessenen 15N-R1-Relaxationsraten charakterisiert wird. 
Bewegungen auf Zeitskalen, die zu diesen Larmor-Frequenzen invers sind, also Bewegungen 
auf der Piko- bis Nanosekunden-Zeitskala, tragen zur Relaxationsrate R1 bei.  

 

Transverse Relaxation (15N R2) 

Die Relaxationsrate R2 beschreibt die Relaxation der transversalen Magnetisierung (in der xy-
Ebene, orthogonal zum äußeren Magnetfeld) aufgrund des Verlusts der Phasenkohärenz 
zwischen den Spins, was zum Abklingen der detektierbaren Gesamtmagnetisierung führt 80,81. 
Ähnlich wie bei der Relaxationsrate R1 trägt die spektrale Leistungsdichte bei hohen und 
kleinen Frequenzen zu R2 bei. Der größte Beitrag zu R2 stammt jedoch von der spektralen 
Leistungsdichte bei der Frequenz Null. Aus diesem Grund wird R2 von der rotatorischen 
Diffusion dominiert, die durch die Rotationskorrelationszeit τR charakterisiert wird. 
Darüberhinaus tragen die langsameren Bewegungen des Rückgrats im Bereich von Hunderten 
von Pikosekunden bis zu wenigen Nanosekunden am meisten bei. Konformationsänderungen 
des Rückgrats, die eine Modulation der isotropen chemischen Verschiebung der 15N-Kerne 
verursachen, fügen im Prinzip einen Austauschbeitrag, R2,ex, zu den R2-Relaxationsraten hinzu 
9-11,73,76. In den in dieser Arbeit nachfolgend beschriebenen R1ρ-Experimenten wird der R2ex-
Beitrag durch einen Spinlock unterdrückt, der Dynamik, die langsamer als die inverse 
Kreisfrequenz des Spinlocks ist, refokussiert. Bei dem Spinlock handelt es sich um einen 
langen, kontinuierlichen Hochfrequenzpuls, der die Magnetisierung entlang der Achse des 
eingestrahlten effektiven Magnetfelds B1,eff ausrichtet (welches sich aus der Vektorsumme des 
ω1-Felds des Spinlocks und der relativen chemischen Verschiebung gegenüber der 15N-
Trägerfrequenz der eingestrahlten elektromagnetischen Welle ergibt). Die Relaxation der 
entlang der B1,eff-Achse ausgerichteten Magnetisierung wird als R1ρ-Relaxation bezeichnet, die 
eine R1-Komponente und eine R2-Komponente besitzt. Unter Verwendung von Formel (1) kann 
R2 aus R1ρ und R1 berechnet werden 11,82: 

R2 =
R1ρ

sin2 θ
−

R1

tan2 θ
 (1). 

Der Winkel zwischen der Achse des effektiven Magnetfelds B1,eff und dem äußeren Magnetfeld 
B0 ist θ = arctan (

ω1

Ω
). ω1 ist die RF-Amplitude des Spinlock und  der chemische 

Verschiebungs-Offset zwischen der 15N chemischen Verschiebung des entsprechenden 
Aminosäurerestes und der 15N-Trägerfrequenz 11,82. 

 

{1H}-15N Nuclear Overhauser Effect ({1H}-15N NOE) 

Der heteronukleare {1H}-15N Nuclear Overhauser Effekt ({1H}-15N NOE), beschreibt den 
Magnetisierungstransfer von den Amidprotonen zu den 15N-Amidkernen über Kreuzrelaxation 
während der Sättigung der Amidprotonen 2,80,81,83,84. Die Kreuzrelaxation, die während des 
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heteronuklearen NOE-Transfers auftritt, hängt von der spektralen Leistungsdichte der Summe 
und der Differenz der 1H- und 15N-Larmorfrequenzen ab. Daher ist der heteronukleare NOE 
sensitiv für schnelle Pikosekunden-Dynamik (< 100 ps).  

 

3.1.3. Qualitative Interpretation von NMR 15N Relaxationsdaten 

Heteronukleare NOE-Daten und 15N R2-Relaxationsraten sind leichter zu interpretieren als 15N 
R1-Daten, so dass wir mit ersteren beginnen. Exemplarisch werden 15N Relaxationsraten des 
SNARE-Proteins Synaptobrevin-2 (vgl. Kapitel 3.4.2., sowie [12] und [8]) diskutiert, das im 
monomeren Zustand vor der Fusion zum SNARE-Komplex als intrinsisch ungeordnetes Protein 
vorliegt. 

 

Heteronukleare NOE-Werte 

Heteronukleare {1H}-15N NOE-Werte sind sensitiv für interne Dynamik auf der schnellen 
Pikosekunden-Zeitskala (< 100 ps) und können in der Regel Werte zwischen Null und (etwas 
weniger als) Eins annehmen. Sie charakterisieren die innere Flexibilität eines Proteins. Je 
kleiner der heteronukleare {1H}-15N NOE-Wert ist, desto dynamischer ist der betreffende 
Aminosäurerest. Bei intrinsisch ungefalteten Proteinen (IDPs) werden typischerweise kleine 
Aminosärereste-spezifische heteronukleare NOEs beobachtet, z. B. in der Größenordnung von 
0,5 und kleiner bei einer 600 MHz 1H Larmorfrequenz des Spektrometers (die dazugehörige 
Magnetfeldstärke beträgt 14.1 T). Es werden jedoch auch negative heteronukleare NOE-Werte 
für IDPs gefunden, was auf eine noch höhere interne Dynamik hinweist (Abbildung 3C).  

 
15N-R2-Relaxationsraten 

Die 15N R2-Relaxationsraten sind sensitiv für ps-ns-Dynamik, bei der die Orientierungen der 
N-H-Bindungsvektoren durch die rotatorische Diffusion des Proteins, die Bewegung der 
Peptidebenen oder die Verdrehung der Rückgrat-Dihedralwinkel moduliert werden. Anders als 
die {1H}-15N-NOE-Werte und R1-Relaxationsraten werden die 15N-R2-Relaxationsraten von 
der spektralen Leistungsdichte bei Null, J(0), dominiert, die mit der rotatorischen Diffusion des 
Proteins verknüpft ist. Daher sind die 15N-R2-Relaxationsraten in ihrer Größe entsprechend der 
Gesamtrotation und Größe des Proteins skaliert. Die 15N-R2-Relaxationsraten ermöglichen 
jedoch auch die Unterscheidung der inneren Aminosäurereste-spezifischen Mobilität. Je kleiner 
die beobachtete 15N-R2-Relaxationsrate ist, desto mobiler ist der betreffende Rest. Hohe 15N-
R2-Relaxationsraten sind charakteristisch für Sekundärstrukturelemente, wie α-Helices oder β-
Stränge. Niedrige R2-Relaxationsratenkonstanten sind charakteristisch für Schleifen und 
intrinsisch ungeordnete Regionen (Abbildung 3B).  
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Abbildung 3: NMR-Relaxationsdaten von Synaptobrevin-2 (1-96) gemessen bei 600 MHz und 5°C. 
Die 15N Relaxationsraten wurden mit den in [12] publizierten 15N-Relaxationsexperimenten mit 
sensitivitätsverstärktem HSQC und verbesserter Wasserunterdrückung aufgenommen (vgl. Kapitel 
3.1.4), bzw. die {1H}-15N NOE-Werte mit der unter [1] veröffentlichten Pulssequenz. A: 
Aminosäurereste-spezifische 15N R1-Relaxationsrate entlang des Proteinrückgrats von Syb2 (1-96). B: 
15N-R2-Relaxationsratenkonstanten, berechnet aus R1ρ- und R1-Raten unter Verwendung der Formel (1). 
C: Heteronukleare {1H}-15N NOE-Werte entlang des Proteinrückgrats von Syb2 (1-96). 
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15N-R1-Relaxationsraten 

Die R1-Relaxationsraten sind empfindlich für Pikosekunden (ps) - und schnellere 
Nanosekunden (ns) - Dynamik. Ihre direkte Interpretation in Bezug auf innere Dynamik ist 
jedoch komplexer als die der vorherigen Relaxationsdaten. Es gibt ein T1 - Minimum, wenn T1 
als Funktion der rotatorischen Korrelationszeit, τR , aufgetragen wird: Das T1-Minimum liegt 
bei τR, min = 1/ ω. Für schnell rotierende Moleküle mit einem τR < τR, min, z. B. kleine Moleküle 
oder kleine IDPs, weisen niedrigere R1-Relaxationsraten auf eine erhöhte Dynamik des 
Proteinrückgrats hin (wie bei R2, Abbildung 3A). Bei größeren Proteinen mit τR > τR, min ist es 
umgekehrt, und höhere R1-Relaxationsraten bedeuten eine erhöhte Dynamik (anders als bei R2).  

 

 

 

3.1.4. NMR Pulssequenzen für Relaxationsexperimente  

(Publikationen [1] und [12] in der vorherigen Übersicht) 

Exemplarisch soll hier die 15N R1 Pulssequenz aus [12] kurz diskutiert werden: Die Pulssequenz 
zur Messung der 15N R1-Relaxationsraten (Abbildung 4) wird mit einer sensitivitätsverstärkten 
HSQC (engl.: Heteronuclear Single Quantum Correlation) -Detektion 85 aufgenommen, 
verbunden mit einer Echo / Anti-Echo Quadratur-Detektion [1,12]. Kurze Gradienten mit 
variabler Stärke und Länge werden für die Kohärenz-Selektion und eine verbesserte 
Wasserunterdrückung eingesetzt [12]. Während der Relaxationsphase klingt die Nz-
Magnetisierung ab. Längere Abklingzeiten führen zu reduzierten Intensitäten in den 
zugehörigen 2D-Ebenen (welche zusammen als ein sogenanntes „Pseudo-3D-Experiment“ 
aufgenommen werden, mit den unterschiedlichen Relaxations-Zeitspannen in der dritten 
Dimension). Während der Relaxations-Zeitspanne wird der unten beschriebene Block in einer 
Schleife n-fach ausgeführt. Während dieser Zeit kehrt die 15N-Magnetisierung in den 
Gleichgewichtszustand zurück, und die Nz-Komponente der Magnetisierung relaxiert entlang 
der z-Achse. Da die kreuzkorrelierte Relaxation zwischen der 15N-anisotropen chemischen 
Verschiebung (CSA) und der 1H-15N dipolaren Kopplung (D) auch während der Relaxationszeit 
aktiv ist, ist ein zentraler I-BURP-2-Puls von 180° 86, der auf den Amidprotonen selektiv ist, 
erforderlich, um den Beitrag der kreuzkorrelierten Relaxation zu refokussieren (ansonsten 
würden fehlerhafte 15N-R1-Relaxationsraten gemessen). Durch einen +/- 180° Phasenwechsel 
vor der eigentlichen Relaxationsphase kann das Abklingen der Magnetisierung nachfolgend als 
abklingende Exponentialfunktion gefittet werden.  
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Abbildung 4: Pulssequenzschemata für die Bestimmung der 15N R1- Relaxationsraten unter 
Verwendung eines HSQC-Detektions-Schemas mit gesteigerter Empfindlichkeit, so wie unter [12] 
veröffentlicht. 90°(x)-Pulse werden durch schmale Rechtecke und 180°(x)-Pulse durch breite Rechtecke 
dargestellt, sofern nicht anders angegeben. Der folgende Phasenzyklus wird angewendet: φ6 = y, y, -y, 
-y; φ7 = y, -y, φrec = y, -y, -y, y. Die Quadraturdetektion wird durch Umkehrung der Polarität des 
Gradienten G6 und des Phasenzyklus von φ7 erreicht (Echo/Anti-Echo-Detektion). In roter Farbe sind 
die zu dem jeweiligen Zeitpunkt aktiven Produktoperatoren dargestellt, die den Magnetisierungstransfer 
beschreiben. 

 

In den im Rahmen meiner Zeit als Postdoktorand in der Arbeitsgruppe von Dr. Ad Bax an den 
National Institutes of Healths (NIH, nahe Washington D.C., USA) durchgeführten Arbeiten 
konnten wir zeigen, dass es wichtig ist, die Refokussierung der kreuzkorrelierten Relaxation 
während der Relaxationsphase nur mit selektiven Pulsen durchzuführen und diese mit 
genügendem zeitlichen Abstand (hier 40 Millisekunden) zu positionieren. Diese Pulse sind 
selektiv für die Amidprotonen und dürfen die Resonanz des Wassers nicht anregen, sonst käme 
es zu Artefakten. So führten die bis dahin üblichen harten 180° Rechteckpulse, die in kurzem 
zeitlichem Abstand (5 ms) gepulst werden, zu einer partiellen Sättigung des Wassers. 
Verbunden mit chemischem Austausch von Amidprotonen mit dem Wasser während der 
Relaxationszeit führt dies zu einem Verlust von Kohärenzen und letztendlich zu einem schneller 
abklingenden Signal. Dadurch sind die extrahierten Relaxationsraten bei der konventionellen 
Methode artifiziell erhöht. Weitere systematische Fehler in Zusammenhang mit der Messung 
von 15N R1 und R1ρ Relaxationsraten sowie von heteronuklearen {1H}-15N NOE-Werten 
konnten im Rahmen von Präzisionsmessungen identifiziert werden. In den nachfolgend 
entwickelten verbesserten Relaxationsexperimenten konnten wir diese systematischen Fehler 
bis auf unter 1% reduzieren [1]. Gleichzeitig wurde die Anwendbarkeit der Pulssequenzen auf 
Proteine mit höherem Molekulargewicht (> 20 kDa) erweitert, indem ein TROSY (Transverse 
Relaxation Optimized Spectroscopy)87 - basiertes Detektionsschema verwendet wurde [1]. 
Diese TROSY-basierten 15N Relaxationssequenzen [1] haben sich zu einer der verwendeten 
Standard-Relaxationsexperimente entwickelt (234 Zitate, laut Google Scholar, Stand 
30.09.2024). 

 

 



18 
 

Vor kurzem haben wir eine optimierte Version der 15N R1- und R1ρ-Relaxationsexperimente 
vorgestellt, die für vollständig protonierte Proteine geeignet sind [12]. Die NMR-
Pulssequenzen sind konzeptionell ähnlich wie die TROSY-basierten Sequenzen und ihr HSQC-
Gegenstück [1]. Anstelle des TROSY-Detektionsschemas wurde ein 
empfindlichkeitsverbessertes HSQC-Detektionsschema mit verbesserter und einfacher 
optimierter Wasserunterdrückung verwendet [12]. Die vorgestellten Pulssequenzen wurden auf 
die zytoplasmatische Domäne des SNARE-Proteins Synpatobrevin-2 (Syb-2) angewendet (vgl. 
Kapitel 3.4.2.), das in seinem monomeren Zustand vor der Fusion intrinsisch ungeordnet ist [8]. 
Für dieses intrinsisch ungeordnete Protein konnte eine zweifache Steigerung des Signal-zu-
Rausch-Verhältnisses erreicht werden (Tabelle 1). Das ermöglicht eine vierfache Verkürzung 
der Messzeit im Vergleich zur TROSY-detektierten Version.  Die Pulssequenzen wurden bei 
600 MHz und 1200 MHz 1H-Larmor-Frequenz getestet und sind somit in einem breiten 
Magnetfeldbereich einsetzbar. Ein Vergleich zwischen protonierten und deuterierten 
Proteinproben zeigt eine hohe Übereinstimmung, was darauf hindeutet, dass zuverlässige 15N 
R1- und R1ρ-Relaxationsraten für vollständig protonierte und deuterierte Proben extrahiert 
werden können. Diese Pulssequenzen sind nicht nur für IDPs, sondern auch für eine ganze 
Reihe von Proteinen kleiner und mittlerer Größe geeignet.  

 

Experiment read out field / 
MHz 

SNR  

R1ρ HSQC 1200 972 
R1ρ TROSY 1200 388 
R1 HSQC 1200 1014 
R1 TROSY 1200 404 
R1ρ HSQC 600 469 
R1ρ TROSY 600 237 
R1 HSQC 600 477 
R1 TROSY 600 228 

 

Tabelle 1. Signal-zu-Rausch-Verhältnis (SNR) für die 15N R1 und R2 (R1ρ) NMR-
Relaxationsexperimente, gemessen an 1H 15N Syb-2, unter Verwendung der sensitivitätsverstärkten 
HSQC-Detektion [12] im Vergleich mit dem TROSY-Detektionsschema [1].   
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3.2. Untersuchung der Struktur und Dynamik der Membranproteine HIV-1 gp41 und 
OmpX mittels Lösungs-NMR  

 

HIV-1 gp41 (Publikationen [2] und [3]) 

Bei Membranproteinen, die eine Membranfusion vorantreiben, indem sie zwei Membranen 
aneinander ziehen, muss eine besonders große konformationelle Dynamik vorhanden sein. Im 
Falle von HIV-1 gp41 beispielsweise, welches die Fusion der Virusmembran mit der Membran 
der Wirtszelle vorantreibt, muss gp41 zunächst über sein Fusionspeptid in die Membran der 
Wirtszelle eindringen, bevor eine Konformationsänderung in der zentralen Ektodomäne die 
Virusmembran und die Membran der Wirtszelle aneinander ziehen kann. 

 Die genauen Mechanismen dieses Prozesses – und insbesondere der Fusionsschritt selbst – 
sind jedoch auf molekularer Ebene noch lange nicht vollständig verstanden88. Ein Grund ist, 
dass hochaufgelöste Strukturinformationen zum Fusionsprozess mit atomarer Auflösung bisher 
nur für isolierte Domänen oder verkürzte Konstrukte vorliegen, ohne die 
Transmembrandomäne und unter Vernachlässigung der Lipidumgebung. Auch aktuelle Kryo-
Elektronenmikroskopie (Kryo-EM)-Strukturen beschränken sich auf den nicht-aktivierten 
gp120-g41 Komplex auf der HIV-1 Membranhülle 89,90. Vorhandene Modelle zum 
Fusionsprozess basieren im Wesentlichen auf der Kristallstruktur des kompakten Sechs-Helix-
Bündels 91-94. Die hohe strukturelle Dynamik von gp41 vor der Fusion hat vermutlich dazu 
beigetragen, dass eine strukturelle Analyse von gp41 in voller Länge mittels Kryo-EM oder 
Röntgenkristallographie bislang schwierig ist.   

Das Hüllprotein (engl.: envelope protein) bildet eine Art Stachel (engl. spike) auf der Hülle der 
HIV-Membran.  Es besteht aus einem Homotrimer der Homodimere gp120-gp41. Nach der 
CD-4 Erkennung und gp120-Abspaltung verweilt gp41 vor der eigentlichen Fusion eine längere 
Zeit in einer intermediären Konformation. Dadurch ist es für die humorale Immunantwort 
zugänglich, bevor die eigentliche Infektion stattfindet 95. Eine Störung oder Fixierung dieser 
intermediären Konformation würde den Übergang zum gp41 Sechs-Helix-Bündel, der Struktur 
nach der Fusion, hemmen und somit die virale Membranfusion und damit die virale Infektion 
verhindern. Damit stellt gp41 ein äußerst attraktives Ziel für die Anti-HIV-
Wirkstoffentwicklung dar. Es wird angenommen, dass die neueste Klasse antiviraler HIV-1-
Medikamente, die sogenannten Fusionshemmer, auf diesem Wirkmechanismus basieren. Ein 
prominentes Beispiel dafür ist der gp41-spezifische Fusionshemmer T-20 (Enfuvirtide/Fuzeon, 
Roche). Strukturelle Einsichten in diesen intermediären Zustand von gp41 sind deshalb von 
hohem pharmazeutischen Interesse. 

Die Untersuchung des Protein gp41 (1-194) umfasste das Fusionspeptid, die Ektodomäne und 
die Transmembranregion (Abbildung 5). Das Konstrukt wurde in Mizellen aus 
Dodecylphosphocholin (DPC) rekonstituiert und mittels Lösungs-NMR-Spektroskopie 
untersucht. Dabei haben wir eine hohe intrinsische Mobilität von gp41 auf mehreren Zeitskalen 
beobachtet (Abbildung 6) – mit deutlichen Hinweisen darauf, dass ein intermediärer 
Präfusions-Zustand vorliegt, wie zuvor diskutiert [2].  In einem nachfolgenden Artikel konnten 
wir weitere Beweise dafür vorlegen, dass wir tatsächlich eine Präfusions-
Zwischenkonformation von gp41 beobachten [3]. Wir konnten u.a. zeigen, dass gp41 in einem 
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Monomer-Trimer-Gleichgewicht vorliegt, mit einer Dissoziationskonstanten KD im niedrigen 
µM-Bereich. Dieses Gleichgewicht wird durch die Lipidinteraktionen beeinflusst und spielt 
möglicherweise eine wichtige Rolle während des Fusionsprozesses [3]. Abbildung 7 zeigt unser 
Modell für die Konformationsumwandlung von gp41 von einem Zustand vor der Fusion zu 
einem intermediären Prä-Fusions-Zwischenzustand. 

 

 

Abbildung 5 (adaptiert von [2]). Schematische Darstellung des untersuchten gp41 (1-194) -Konstruktes, 
einschließlich des Fusionspeptids (FP), der N-terminalen Heptad-Repeat-Region (NHR), der 
immundominanten Schleifenregion (IL), der C-terminalen Heptad-Repeat-Region (CHR), der 
membrannahen externen Region (MPER) und der Transmembranhelix (TM), die gp41 in der Virushülle 
verankert. Die Nummerierung 1-194 bezieht sich auf das gp41(1-194)-Konstrukt; die Nummerierung 
512-705 bezieht sich auf die Position im Env-Vorläufer-Protein. 

 

 

Abbildung 6 (adaptiert von [2]). 800 MHz 1H 15N-TROSY-HSQC-Spektrum und 15N-Relaxationsdaten, 
aufgenommen für das gp41 (1-194)-Konstrukt in DPC-Mizellen. A) 800 MHz 1H 15N-TROSY-HSQC-
Spektrum von 500 µM 2H,15N,13C gp41(1-194) in DPC-Mizellen, 50 mM Natriumacetat, 25 mM KCl, 
pH 4.0 aufgenommen bei 40°C. B) 15N R1-Relaxationsdaten, aufgenommen bei 600 MHz (schwarz) und 
800 MHz (rot).  C) 15N R2-Relaxationsdaten bei 600 MHz (schwarz) und 800 MHz. D) {1H}-15N NOE-
Werte. e) Transversale CSA-dipolare kreuzkorrelierte Relaxationsraten ηxy. 

Meine Arbeiten während meines Postdoc-Aufenthaltes am NIH waren die ersten 
Untersuchungen an einem größeren Konstrukt des HIV-1 Membranproteins gp41. Diese 
Forschung hat weitere Arbeiten in der Arbeitsgruppe von Dr. Ad Bax (NIH) angestoßen, die 
bis heute fortgeführt werden96-99. Unsere Lösungs-NMR-Ergebnisse motivierten auch die 
Arbeitsgruppen von Prof. James Chou an der Harvard Medical School (Boston, USA) und Prof. 
Mei Hong (MIT, Boston) mit Lösungs-NMR bzw. Festkörper-NMR Studien an HIV-1 gp41 zu 
beginnen.100-105 
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Abbildung 7 (adaptiert von [3]).  Das Modell zeigt die Konformationsumwandlung von gp41 
von einem Zustand vor der Fusion zu einem Prä-Fusions-Zwischenzustand. Die Membran der 
Wirtszelle ist grün dargestellt, die Virusmembran gelb. Die Abkürzungen FP, NHR, CHR und 
TM stehen für das Fusionspeptid, die N-terminale Ektodomäne (englisch: N-terminal Heptat 
Repeat), die C-terminale Ektodomäne (englisch: C-terminal Heptat Repeat) und die 
Transmembranregion. 

 

 

OmpX (Publikation [5]) 

An der ETH Zürich untersuchten wir die strukturelle Dynamik des β-Barrel Membranproteins 
OmpX in verschiedenen Membranmimetika und stellten dabei Einflüsse auf die strukturelle 
Dynamik fest [5]. OmpX ist ein Virulenzfaktor, der in der äußeren Membran von E. coli 
vorkommt und ein achtsträngiges antiparalleles β-Barrel bildet106,107. Mit aminosäure-
spezifischer Auflösung konnten wir zeigen, dass OmpX zwar ein stabiles β-Barrel in n-
Dodecylphosphocholin (DPC)-Detergenzmizellen, 1,2-Diheptanoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (DHPC)/1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholin (DMPC)-Bizellen und 
DMPC-Nanodiscs ausbildet, die Bewegungen im Piko- bis Nanosekunden- sowie im Mikro- 
bis Millisekundenbereich jedoch erheblich zwischen der Detergenz- und der Lipidumgebung 
variieren. Insbesondere die β-Stränge zeigen eine ausgeprägte dynamische Variabilität in der 
Lipidumgebung, während diese Dynamik in Mizellen unterdrückt scheint. Dieses unerwartet 
komplexe und von der Membranmimetik abhängige dynamische Verhalten deutet darauf hin, 
dass der häufige Verlust der Membranproteinaktivität in Detergenzien mit einer reduzierten 
inneren Dynamik zusammenhängen könnte und die Membranproteinaktivität eng mit der 
Dynamik in der Lipidumgebung korreliert [5]. 
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3.3. Entwicklung und Anwendung von neuartigen protonen-detektierten Festkörper-
NMR-Methoden, die eine Untersuchung der strukturellen Dynamik des 
Proteinrückgrats von Membranproteinen in einer natürlichen Lipid-Umgebung 
ermöglichen.   (Publikationen [6], [7], [9] und [10]) 

 

Nach der Einführung der Protonendetektion in der biologischen NMR-Spektroskopie durch 
Reif, Rienstra und Mitarbeitende 33-36 sowie durch neue technische Fortschritte beim Bau von 
Magic-Angle-Spinning (MAS) Festkörper-NMR-Probenköpfen, die immer schnellere MAS-
Frequenzen ermöglichen, konnten die anisotropen Wechselwirkungen und die damit 
verbundene Linienverbreiterung so weit reduziert werden, dass Protonendetektion für die 
Festkörper-NMR möglich wurde. Bei MAS-Frequenzen von 100 kHz wird die Linienbreite 
nahezu linear zur MAS-Frequenz reduziert – je schneller die Drehung, desto schärfer die 
Linien. Dadurch wird die Protonendetektion für vollständig protonierte Proben möglich108,109. 
Gegenwärtig werden NMR-Strategien der Lösungs-NMR auf die Festkörper-NMR übertragen. 
An der ETH Zürich war ich maßgeblich an der Entwicklung dieser neuen Technik beteiligt [6, 
7, 9, 10]. Protonen-detektierte Festkörper-NMR-Experimente bei einer MAS-Frequenz von 100 
kHz erfordern nur Sub-Milligramm-Mengen an Proteinproben und bieten eine Empfindlichkeit, 
die mit der standardmäßiger 13C-detektierter Experimente bei niedrigen MAS-Frequenzen 
vergleichbar ist (die jedoch 20-40 mal mehr Probe benötigen). Diese erhöhte Effizienz ist auf 
das höhere gyromagnetische Verhältnis von Protonen im Vergleich zu 13C, die geringere 
Linienbreite bei schnellen MAS-Frequenzen sowie den besseren Füllfaktor der NMR-Spule bei 
kleineren, für schnelles MAS geeigneten Rotoren zurückzuführen 108,109. Durch die 
Kombination von Protonendetektion und schnellem MAS konnte die benötigte Probenmenge 
um etwa den Faktor 20 reduziert werden, was auch die Kosten für die Probenherstellung 
erheblich senkt. Damit werden nun auch schwer zu exprimierende Proteine, wie viele 
Membranproteine, zugänglich für die Festkörper-NMR-Analyse 110. 

 

Untersuchtung der Proteindynamik mit Protonen-detektierter Festkörper-NMR-Spektroskopie 
bei schnellen MAS-Frequenzen (Publikation [6]) 

An der ETH Zürich habe ich einen neuen Ansatz zur Detektion von Proteindynamik auf der 
schnellen Mikrosekunden-Zeitskala entwickelt, basierend auf MAS-abhängigen Festkörper-
NMR 15N R1ρ-Relaxationsexperimenten bei sehr schnellen MAS-Frequenzen (60-110 kHz). In 
der Festkörper-NMR-Spektroskopie, in der die rotatorische Diffusion entweder fehlt oder 
langsamer als die spektrale Zeitskala (> 10 ms) ist, hängen 15N R1ρ-Relaxationsexperimente von 
der MAS-Frequenz ab.111 Bei MAS-Frequenzen von 100 kHz sind diese Experimente für 
Zeitskalen von Hunderten von Nanosekunden bis wenigen Mikrosekunden sensitiv, die mit 
Lösungs-NMR nur schwer zu charakterisieren sind (vgl. Abbildung 8). 
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Abbildung 8 (adaptiert von [6]). Empfindlichkeit der MAS-abhängigen 15N R1ρ-Relaxationsraten 
gegenüber Proteindynamik. Die 15N R1ρ-Relaxationsraten sind als Funktion des Ordnungsparameters S2 
und der Korrelationszeit τ dargestellt, unter den experimentellen Bedingungen von 110 kHz MAS-
Frequenz und einer Spinlock-Radiofrequenz (RF)-Amplitude von 13 kHz.  

 

Durch MAS-frequenzabhängige 15N R1ρ-Messungen (60-110 kHz) und einen vereinfachten 
„Model-free“-Ansatz konnten wir Aminosäurereste-spezifische Korrelationszeiten für 
mikrokristallines Ubiquitin bestimmen (Abbildung 9). Das Protein zeigte eine Dynamik mit 
kleiner Amplitude auf einer Zeitskala von etwa 1 µs, die über das gesamte Protein verteilt ist 
[6].  Interessanterweise wurde diese „Rocking“-Bewegung auch unabhängig von Paul Schanda 
und Mitarbeitenden beobachtet, was unsere Ergebnisse bestätigte 112.  Zusätzlich konnten wir 
eine Dynamik mit größerer Amplitude auf der 1 µs-Zeitskala für mehrere Bereiche des Proteins, 
einschließlich der β1-β2-Schleife (G10-T12) und des N-Terminus der α-Helix (E24 und N25), 
beobachten [6]. 

Wir konnten damit Proteindynamik in mikrokristallinem Ubiquitin in einem zuvor 
unzugänglichen sehr schnellen µs-Zeitfenster nachweisen [6]. Für die β1-β2-Schleife konnte 
eine erhöhte Amplitude der Dynamik bereits im Rahmen meiner Doktorarbeit in der 
Arbeitsgruppe von Prof. Christian Griesinger am Max-Planck-Insitut für Biophysikalische 
Chemie aus der Messung und Analyse Residualer Dipolarer Kopplungen (RDCs) in der 
Lösungs-NMR abgeleitet werden 113,114.  Nachfolgend wurde diese Zeitskala auf etwa 10 ± 9 
μs bei Raumtemperatur eingegrenzt, wie aus Relaxationsdispersionsmessungen an unterkühlten 
Proben und dielektrischen Relaxationsexperimenten extrapoliert wurde 115.  Auch in 
mikrokristallinem Ubiquitin ist eine Dynamik auf dieser Zeitskala zu beobachten, jedoch mit 
geringerer Amplitude, was vermutlich auf die Restriktionen im mikrokristallinen Zustand 
zurückzuführen ist.  
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Abbildung 9 (adaptiert aus [6]). Messung und Analyse der 15N R1ρ-Relaxationsraten in 
mikrokristallinem Ubiquitin. (A) 15N R1ρ- Relaxationsraten für [2H, 13C, 15N]-markiertes Ubiquitin, bei 
dem 100 % der NH- und austauschbaren Seitenkettenprotonen protoniert sind. Die Experimente wurden 
bei 850 MHz und 23±1°C durchgeführt, die Spinlock-RF-Amplitude betrug 13 kHz, die MAS-
Frequenzen betrugen 60 kHz (rot), 90 kHz (grün) und 110 kHz (schwarz). (B) Simuliertes Verhältnis 
der 15N R1ρ-Relaxationsraten bei 60 kHz MAS gegenüber 110 kHz MAS, R1ρ(60 kHz)/R1ρ(110 kHz) 
(mit einer festen Spinlock-RF-Amplitude von 13 kHz) als Funktion des Ordnungsparameters S2 und der 
Korrelationszeit τc (logarithmische Skala) [6]. 

 

 

 

 

Untersuchung von Membranproteinen in einer Lipidumgebung mittels Protonen-detektierter 
Festkörper-NMR-Spektroskopie bei schnellen MAS-Frequenzen (Publikationen [7], [9] und 
[10]) 

 

Das β-Barrel Membranprotein OmpX in Lipid-Nanodiscs (Publikation [7]) 

 

Um die Anwendbarkeit der protonen-detektierten Festkörper-NMR-Spektroskopie bei 
schnellen MAS-Frequenzen für Membranproteine in einer natürlichen Lipidumgebung zu 
demonstrieren, habe ich an der ETH Zürich Lösungs-NMR- und Festkörper-NMR-Spektren des 
E. coli β-Barrel-Membranproteins OmpX in Lipid-DMPC/DMPG-Nanodiscs aufgenommen 
(vgl. Kapitel 3.2). Zunächst wurden Lösungs-NMR-Spektren gemessen, anschließend wurde 
die Probe durch Zentrifugation in den MAS-Rotor sedimentiert und Festkörper-NMR-Spektren 
bei einer MAS-Frequenz von 100 kHz aufgenommen [7]. 

Die auf Kreuzpolarisation basierenden protonendetektierten Festkörper-NMR-[1H,15N]-
Korrelationsspektren von 2H13C15N-markiertem OmpX (Amide protoniert), eingebettet in 
Lipid-DMP/DMPG-Nanodiscs, wurden bei 20 T (entsprechend einer Protonen-Larmor-
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Frequenz von 850 MHz), 100 kHz MAS-Frequenz und einer Temperatur von 37°C ± 5°C 
(schwarz) aufgenommen. Diese Spektren wurden mit dem entsprechenden [1H,15N]-TROSY-
Lösungs-NMR-Spektrum (orange) verglichen, das bei einem Magnetfeld von 14.1 T gemessen 
wurde, was einer 1H-Larmor-Frequenz von 600 MHz entspricht (Abbildung 10). 

 

 

 

Abbildung 10 (adaptiert aus [7]). Überlagerung der zweidimensionalen Festkörper-NMR (schwarz) und 
Lösungs-NMR-[1H,15N]-Korrelationsspektren (orange) von OmpX.  

 

Für die Festkörper-NMR-Spektren wurden 8 nmol (0,14 mg) der OmpX-Probe verwendet. Die 
Festkörper-NMR-Spektren zeigten eine 1H-Linienbreite von 40 bis 80 Hz für die meisten 
Resonanzen. Zusätzlich konnten Resonanzen aus dem Transmembranbereich sichtbar gemacht 
werden. Darüberhinaus verdeutlicht die Überlagerung der zweidimensionalen Festkörper-NMR 
und Lösungs-NMR [1H,15N]-Korrelationsspektren von OmpX ihre große Ähnlichkeit 
(Abbildung 10). Solche [1H,15N]-Korrelationsspektren sind wie ein “Fingerabdruck” und 
reagieren sehr empfindlich auf äußere (chemische) Einflüsse (wie z.B. Pufferbedingungen).  
Daraus schließen wir, dass sich OmpX in Lipid-Nanodiscs in einem sehr ähnlichen Zustand 
befindet, unabhängig davon, ob in Lösung oder in einem Festkörper-NMR-Rotor unter 
schnellem Drehen um den magischen Winkel (hier 100 kHz MAS-Frequenz). 
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Wie in einer nachfolgend erschienenen Übersichtsarbeit von Schubeis et al.  beschrieben39, 
gehören unsere NMR-Spektren zu den am besten aufgelösten 1H-Festkörper-NMR-Spektren 
von Membranproteinen (Abbildung 11).  

 

 

Abbildung 11 (adaptiert von Schubeis et al.39).  Übersicht über publizierte Festkörper [1H,15N]-
Korrelationsspektren von Membranproteinen, die bei verschiedenen MAS-Frequenzen gemessen 
wurden. 

 

 

Das Nichtstrukturprotein 4B (NS4B) des Hepatitis-C-Virus (Publikation [9]) 

Weiterhin war ich an der Untersuchung des Nichtstrukturproteins 4B (NS4B) des Hepatitis-C-
Virus (HCV) mittels Protonen-detektierter Festkörper-NMR-Spektroskopie bei schnellen 
MAS-Frequenzen beteiligt. Das Nichtstrukturprotein 4B (NS4B) des Hepatitis-C-Virus (HCV) 
spielt eine zentrale Rolle bei der Replikation des viralen Genoms und dem Zusammenbau von 
Virionen116-119. NS4B ist ein Transmembranprotein, das aus 261 Aminosäureresten besteht und 
als oligomeres, α-helikales Transmembranprotein mit drei Subdomänen beschrieben wird120-

122. Die zentrale Subdomäne von NS4B enthält vier vorhergesagte Transmembransegmente123, 
während die N- und C-terminalen Subdomänen vermutlich jeweils aus zwei amphipathischen 
Helices bestehen, die mit der Membranoberfläche interagieren. Bisherige 
Strukturinformationen beschränken sich auf die isolierten amphipathischen Helices am N- und 
C-Terminus, die mittels NMR-Spektroskopie in Lösung untersucht wurden. 

Da NS4B in konventionellen Systemen wie E. coli schwer in großen Mengen zu exprimieren 
ist, wurde es zellfrei in Weizenkeimextrakten hergestellt, über einen Detergenz-Zwischenschritt 
solubilisiert und schließlich in Liposomen rekonstituiert (durchgeführt von meinem Kollegen 
Vlastimil Jirasko). Anschließend führten wir ein Screening verschiedener Lipidumgebungen 
durch, um mittels zweidimensionaler [1H-15N]-NMR-Spektren die optimale spektrale 
Auflösung zu ermitteln (Abbildung 12). Dabei zeigte sich, dass die geringste Linienbreite auf 
eine Abnahme der inhomogenen statt der homogenen Linienbreite zurückzuführen ist. 
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Unter optimierten Bedingungen (Phosphatidylcholin (PC): Cholesterol = 70:30) konnten wir 
2D- und 3D-1H-detektierte Korrelationsspektren sowohl an vollständig als auch selektiv 
markiertem NS4B aufnehmen und begannen mit der sequentiellen Zuordnung der NMR-
Signale zu den Aminosäureresten entlang des Proteinrückgrats. Wir stellten außerdem fest, dass 
die optimale Lipidumgebung stark von der Schmelztemperatur der Lipide abhängt, die den 
Übergang von der gelartigen zur flüssigen Phase der Lipiddoppelschicht bestimmt. Diese sollte 
idealerweise in der Nähe der Messtemperatur liegen, die in der Regel im Bereich der 
Raumtemperatur liegt und ein Kompromiss aus der Erwärmung durch Reibungswärme und der 
Kühlung durch den Stickstoffstrom darstellt. 

 

 

Abbildung 12 (adaptiert aus [9]). Zweidimensionale [1H,15N]- Festkörper-NMR-Spektren von NS4B in 
verschiedenen Lipidumgebungen (rekonstituiert in Liposomen): A)-C) PC/Chol, D) PC, E) DMPC und 
F) DPPC.  In den Spektren A), B), D), E), F) wurde deuteriertes uniform 15N13C-markiertes (dUL) NS4B 
und in C) uniform 15N13C-markiertes NS4B verwendet. Die Spektren wurden bei 850 MHz und einer 
MAS-Frequenz von 110 kHz und ca. 23°C aufgenommen. 

 

 

Das Nichtstrukturprotein 5A (NS5A) des Hepatitis-C-Virus 

Das Nichtstrukturprotein 5A (NS5A) des Hepatitis-C-Virus ist ein membrangebundenes 
Protein mit 447 Aminosäuren, das eine zentrale Rolle bei der Bildung der Replikationsorganelle 
des Virus in Form sogenannter Doppelmembranvesikel (DMV) spielt 124,125. Antivirale 
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Medikamente, die auf NS5A abzielen, sind mittlerweile ein Eckpfeiler der antiviralen Therapie 
bei Hepatitis C. Der Wirkmechanismus dieser Medikamente auf molekularer Ebene ist jedoch 
noch weitgehend unverstanden126.  

Das von uns untersuchte NS5A AH-D1-Konstrukt, das sowohl die N-terminale amphipathische 
Helix (AH-Domäne) als auch die D1-Domäne umfasst, war das erste und längste NS5A-
Konstrukt, das bis dahin in einer Lipidumgebung detailliert untersucht wurde (Abbildung 13). 
Die Analyse der NMR-Spektren zeigte, dass sowohl der N-terminale AH-Membrananker als 
auch die Linkerregion flexibel sind. Mithilfe von durch Paramagnetismus verstärkter 
Relaxation (PRE, für "paramagnetic relaxation enhancement") konnten wir nachweisen, dass 
die Dimeranordnung in Gegenwart der Membran anders ist als bisher angenommen. Da die 
klinisch verwendeten NS5A-Inhibitoren sehr wahrscheinlich mit der Dimerstruktur von NS5A 
interagieren, sind unsere Ergebnisse auch aus pharmazeutischer Sicht von hoher Relevanz. 

 

Abbildung 13 (adaptiert von [10]). Zuordnung der NMR-Resonanzen der AH-D1-Domänen von NS5A. 
A) Ebenen aus drei Abschnitten des hCANH-Spektrums. B) NS5A-AHD1 sekundäre chemische 
Verschiebungen (δCα -(δCβ)), negative Werte kennzeichnen β-Stränge. Die aus den sekundären 
chemischen Versichiebungen mittels TALOS+ 127 bestimmte Sekundärstruktur ist entlang der Sequenz 
in grün und die aus der Röntgenstruktur 128 (PDB 1zh1) abgelesene Sekundärstruktur in weiß dargestellt. 
Die N-terminale Helix 129(PDB 1r7E) ist ebenfalls weiß eingefärbt. Graue Kästen geben die Länge der 
N-terminalen AH-Domäne bzw. der daran anschließenden Domäne D1 an. Graue Balken im Diagramm 
zeigen Glycinreste an. C) Sequentiell zugeordnete Aminosäurereste sind grün eingefärbt, nicht 
zugeordnete rot. Das gezeigte Strukturmodell des Monomers ist ein Homologiemodell, basierend auf 
der Röntgenstruktur (PDB 1zh1 128).  
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3.4. Untersuchung der strukturellen Dynamik von intrinsisch ungefalteten Proteinen, die 
mit Membranen interagieren, mittels Lösungs-NMR (Publikationen [4], [8] und [11]) 

 

3.4.1. Der bakterielle SRP-Rezeptor FtsY 

Nach der Translation und Proteingenese am Ribosom im Zytoplasma müssen neu synthetisierte 
Membranproteine in die Membran eingebaut werden. Dieser Vorgang erfolgt über das 
Translocon, nachdem die Membranproteine vom Translocon als solche erkannt wurden. Die 
Erkennung erfolgt durch das Signalerkennungspartikel (englisch: Signal Recognition Particle, 
kurz: SRP) und den SRP-Rezeptor. SRP scannt die Ribosomen während der Translation und 
dirigiert die naszierenden Membranproteine über eine Wechselwirkung mit dem SRP-Rezeptor 
zum Translocon. 

Dieser Mechanismus funktioniert in Bakterien ähnlich wie im Menschen. In Bakterien wird der 
SRP-Rezeptor als FtsY und das Translocon als SecYEG bezeichnet. Für die Funktionalität von 
FtsY, insbesondere zur Rekrutierung von SRP und zur Bildung des Transferkomplexes am 
Translocon, ist die Bindung an die Membran erforderlich130-133. Zwei Regionen von FtsY sind 
an der Lipidbindung beteiligt: die N-terminale A-Domäne und eine Region an der Schnittstelle 
zwischen A- und N-Domäne, die sogenannte Membran-Zielsequenz (MTS, englisch: 
Membrane Targeting Sequence) (Abbildung 14A), wie durch chemische 
Quervernetzungsexperimente gezeigt wurde 130,134-138. Diese Experimente zeigten auch, dass 
die A-Domäne an die exponierten zytosolischen C4/C5-Schleifen von SecY bindet 139,140. Im 
Gegensatz zur strukturierten N- und G-Domäne fehlte die A-Domäne in allen bekannten 
Strukturmodellen von FtsY, sei es ungebunden, im Komplex mit dem Translocon SecYEG oder 
in Kombination mit SRP, das an ein Ribosom mit naszierendem Protein gebunden ist 141.  
Basierend auf H/D-Austausch-Experimenten wurde daher angenommen, dass die A-Domäne 
von FtsY intrinsisch ungeordnet ist 136,142.   

 

Um die Wechselwirkungen der A-Domäne mit E. coli-Phospholipiden und SecYEG zu 
untersuchen, führten wir Lösungs-NMR- und Fluoreszenz-Messungen an FtsY durch, in voller 
Länge und an der isolierten FtsY A-Domäne (vgl. Abbildung 14). Die NG-Domäne war 
aufgrund ihrer Größe, verbunden mit Glycerin im Puffer und möglicherweise auch aufgrund 
von Oligomerisierung in den Lösungs-NMR-Spektren nicht sichtbar.  Für die Untersuchung der 
Wechselwirkung waren die E. coli-Phospholipide und SecYEG in Lipid-Nanodiscs eingebettet. 
Unsere Ergebnisse zeigten, dass die A-Domäne hochflexibel ist und die Eigenschaften eines 
intrinsisch ungeordneten Proteins (IDP) aufweist [4]. Unsere Daten legen nahe, dass die positiv 
geladene N-terminale Region der A-Domäne sowie die C-terminale Membran-Zielsequenz 
(MTS) an Phospholipide binden, vermutlich in einer α-helikalen Konformation. Die negativ 
geladene zentrale Region der A-Domäne bindet hingegen unspezifisch an das Translocon, was 
auf eine elektrostatische Wechselwirkung mit den positiv geladenen zytoplasmatischen 
Schleifen von SecY hindeutet. 
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3.4.2. Strukturelle Dynamik und Lipid-Interaktionen der SNARE-Proteine 
Synpatobrevin-2 und SNAP25 

 

SNARE-Proteine 
 
Die neuronale Exozytose lässt sich in drei aufeinander folgende Schritte unterteilen: Andocken 
der Vesikel, Priming und Fusion. Die Fusion der Vesikelmembran mit der präsynaptischen 
Plasmamembran wird durch die Bildung des N-Ethylmaleimid-sensitiver Faktor-Attachment-
Rezeptor (SNARE)-Komplexes angetrieben143. Der neuronale SNARE-Komplex besteht aus 
drei Proteinen: Synaptobrevin-2 (Syb-2), auch bekannt als VAMP-2 (für Vesicle Associated 

Abblidung 14. NMR-Untersuchung 
von FtsY und FtsY-A207. A) 
Domänen-Struktur von FtsY. B) 
Überlagerung der 1H-15N 2D TROSY-
HSQC-Spektren von 2H15N13C-
markiertem FtsY (rot) and FtsY-A207 
(schwarz).  
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Membrane Protein 2), das in in der Vesikelmembran verankert ist, sowie dem Synaptosomalen 
Nerven-assoziierten Protein 25a (SNAP-25a) und Syntaxin-1a (Syx-1a), die beide in der 
Plasmamembran verankert sind. Jedes dieser Proteine enthält ein Heptad-Repeat-Motiv, das 
sogenannte SNARE-Motiv (wobei SNAP-25a zwei solcher Motive besitzt).   
 
Im aktuellen Modell wird die Fusion durch das N- bis C-terminale Zusammenziehen der 
SNARE-Motive von Syb-2, SNAP25 und Syx-1a angetrieben, ähnlich wie bei einem 
Reißverschluss. Dabei bildet sich ein Vier-Helix-Bündel, der SNARE-Komplex, welcher die 
vesikuläre Membranfusion fördert (Abbildung 15).  
 

 
 
 
 
 
 
 
In den hier vorgestellen Arbeiten wurden Syb-2 und SNAP-25a in ihrem monomeren Zustand 
vor der Fusion untersucht [8, 11]. Abbildung 16 zeigt das Domänen-Schema beider Proteine. 
 
 

 
 
Abblidung 16.  Domänen-Schema der SNARE Protein (A) Synaptobrevin-2 (116 Aminosäurereste, 
insgeamt ein SNARE-Motiv und eine Tranmembranregion). (B) SNAP25 (206 Aminosäurereste, zwei 
SNARE Motive). LD kennzeichnet die die Linker Domäne und TMR die Transmembranregion. 

 
 
Strukturelle Dynamik und Lipid-Interaktionen von Synaptobrevin-2 (Syb-2) 

Der genaue Mechanismus, wie die SNARE-Proteine mit Lipiden interagieren, um die 
Verschmelzung der Vesikel- und Plasmamembran zu fördern und die Bildung der Fusionsporen 
zu initiieren, ist bislang nur unzureichend verstanden. Verschiedene alternative Modelle 
wurden hierzu vorgeschlagen143,144. Eine zentrale offene Frage ist, wie die SNARE-Proteine 
mit Membranen in ihren Präfusions- und Fusionszuständen interagieren und wie diese 
Interaktionen den "SNARE-Reißverschluss" sowie die Membranfusion beeinflussen können145. 
Eine NMR-Studie an Synaptobrevin-2 (Syb-2), das in DPC-Detergenzmizellen rekonstituiert 
wurde, zeigte, dass das SNARE-Motiv von Syb-2 an die Mizellenmembran bindet und eine 
zusätzliche α-helikale Region ausbildet 146. Im Gegensatz dazu legten NMR-Experimente an 
Syb-2, das in Liposomen rekonstituiert wurde, nahe, dass das SNARE-Motiv intrinsisch 
ungeordnet bleibt und keine Lipidbindung zeigt 147. Dieser scheinbare Widerspruch ist von 

Abbildung 15 (adaptiert von Stein et al. 145). 
Kristallstruktur des Vier-Helix-Bündels des 
SNARE-Komplexes (PDB-Code: 3HD7). 
Syntaxin-1a (rot) und SNAP-25a (grün) 
befinden sich an der Plasmamembran, 
während Synaptobrevin-2 (blau) in der 
Vesikelmembran verankert ist. Der 
Transmembranbereich ist gelb gefärbt. 
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großer Bedeutung, da er entscheidende mechanistische Konsequenzen für die Art und Weise 
hat, wie der SNARE-Komplex die Membranfusion einleitet. 

Um diesen Widerspruch aufzuklären, haben wir Syb-2 in voller Länge in Liposomen 
rekonstruiert und untersucht, sowie Syb-2 (1-96), das nicht die C-terminale 
Transmembranregion umfasst. Mittels Lösungs-NMR-Spektroskopie und 
Fluoreszenzmessungen (durchgeführt von Dr. Angel Perez-Lara) konnten wir die strukturelle 
Dynamik und die Lipidinteraktionen von Syb-2 charakterisieren [8]. Die NMR-Daten zeigten, 
dass der größte Teil von Syb-2 (1-116) weiterhin sichtbar und daher ungeordnet bleibt, selbst 
wenn Syb-2 über seine Transmembranregion (TMR) in Liposomen verankert ist. 
Interessanterweise verschwanden bei Syb-2 (1-116) sowie bei Syb-2 (1-96), das die TMR nicht 
enthält, mehrere NMR-Signale in Gegenwart von Lipiden (Abbildung 17B und C) im Vergleich 
zur ungebundenen Form von Syb-2 (1-96) in Abwesenheit von Lipiden (Abbildung 17A). Dies 
lässt eindeutig darauf schließen, dass Syb-2 auch in anderen Regionen als der TMR an Lipide 
bindet. Damit widersprechen unsere Ergebnisse der bisherigen Annahme, dass Syb-2 
ausschließlich über die TMR in der Lipidmembran verankert ist147.   

(Anmerkung und Ausführung zur NMR-Spektroskopie: Alles, was an das Liposom gebunden 
ist, wird aufgrund des hohen Molekulargewichts der Liposomen und der daraus resultierenden 
langen rotatorischen Korrelationszeit und dementsprechend schnellen transversalen Relaxation 
in der Lösungs-NMR nicht sichtbar sein. Intrinsisch ungeordnete Teile des Proteins sind jedoch 
aufgrund ihrer hohen intrinsichen Flexibilität dynamisch entkoppelt und haben wegen ihrer 
schnellen internen Dynamik sehr günstige Relaxationseigenschaften.  Deshalb bleiben sie 
sichtbar, selbst wenn ein Teil des Proteins an ein System mit größerem Molekulargewicht 
gebunden ist, das für die Lösungs-NMR unsichtbar ist).   

 

Abbildung 17 (adaptiert von [8]): Lipid-Wechselwirkungen des SNARE-Proteins Syb-2. Alle 1H-15N 
TROSY-HSQC-Spektren wurden bei 800 MHz und 5°C aufgenommen. A) Spektrum von 200 µM 2H, 
13C, 15N Syb-2 1-96 (ohne den Transmembranbereich), gelöst in 20 mM MES-Puffer, 250 mM NaCl, 
1mM EDTA, 0.1mM TCEP, pH=6,1. B) Spektrum von 75 µM 2H, 13C, 15N Syb-2 (1-116) (schwarz, 
einschließlich der Transmembranregion), rekonstituiert in kleinen Liposomen, die aus einer 
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Lipidmischung von PC: PE: PS: Chol = 5:2:2:1 bestehen, in 20 mM HEPES, 150 mM KCl und 0,1 mM 
TCEP, pH=7,4 (bei 5°C). Das Lipid:Protein-Verhältnis betrug 100:1. Zum Vergleich ist das Spektrum 
von Syb-2 (1-116) (schwarz) mit dem Spektrum von Syb-2 (1-96) (blau) aus Bild (A) überlagert. C) 
Spektrum von 20 µM 2H, 13C, 15N Syb-2 (1-96) (schwarz) in Gegenwart von Liposomen (PC: PE: PS: 
Chol = 5:2:2:1), verglichen mit dem Spektrum von Syb-2 (1-96) ohne Lipide (blau).  

 

Die Untersuchungen mittels einer Kombination von NMR-Relaxations- und 
Lipidbindungsstudien sowie Fluoreszenzmessungen (in konstantem und gestopptem Fluss) 
zeigten, dass Syb-2 in seiner monomeren Form vor der Fusion eine zunehmende Steifigkeit 
vom N- zum C-Terminus aufweist. Diese Steifigkeit korreliert mit einer erhöhten 
Lipidbindungsaffinität (Abbildung 18). Wir fanden Hinweise auf das Vorhandensein einer 
lipidgebundenen Konformation des SNARE-Motivs, die im Austausch mit einer intrinsisch 
ungeordneten, ungebundenen Konformation steht [8]. 

Unsere Ergebnisse haben wichtige Konsequenzen für bestehende Fusionsmodelle, die bisher 
davon ausgehen, dass Syb-2 ausschließlich über seine Transmembranregion in der 
Lipidmembran verankert ist und sonst keine weiteren Interaktionen mit der Lipidmembran 
eingeht. Diese Annahme wurde durch unsere Ergebnisse widerlegt, was nahelegt, dass die 
bisherigen Modelle der Membranfusion, insbesondere in Bezug auf die Lipid-
Wechselwirkungen der SNARE-Proteine, überarbeitet werden müssen. 

  
 

Abbildung 18 (adaptiert von [8]). Übersicht über die wesentlichen Lösungs-NMR-Ergebnisse an Syb-
2. A) 1H-15N TROSY-HSQC an Syb-2 (1-96) in Gegenwart/Abwesenheit von Liposomen. B) 
Schematische Darstellung der Syb-2-Domänen. C) 15N R2-Relaxationsdaten von Syb-2 (1-96). D) 
Intensitätsdiagramm der in A gezeigten Spektren. 
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Strukturelle Dynamik von SNAP25a 

Das synaptosomale nerven-assoziierte Protein 25 (SNAP25) ist ein lösliches Protein mit 206 
Aminosäuren und einem Molekulargewicht von 23,3 kDa. Im Gegensatz zu Synaptobrevin-2 
und Syntaxin-1a besitzt SNAP25 keinen Transmembrananker, sondern ist durch die 
Palmitylierung von vier Cystein-Resten an der Plasmamembran verankert148,149. Es existiert in 
zwei Isoformen, SNAP25a und SNAP25b, die sich in 9 Aminosäuren unterscheiden 150. 
Interessanterweise werden diese Isoformen in verschiedenen Entwicklungsstadien des 
Nervensystems unterschiedlich exprimiert: SNAP25a vor allem im embryonalen Stadium und 
SNAP25b postnatal. Vor Beginn unserer Untersuchungen lagen keine experimentellen 
Strukturinformationen zu SNAP25 in seiner monomeren, nicht assemblierten Konformation 
vor der Fusion vor. 

In meiner Arbeitsgruppe an der Heinrich-Heine-Universität Düsseldorf (HHU) haben wir die 
Sekundärstruktur und strukturelle Dynamik von monomerem SNAP-25a mittels Lösungs-
NMR, Zirkulardichroismus (CD)-Spektroskopie und Röntgenkleinwinkelstreuung (SAXS, in 
Kooperation) untersucht. Die SAXS-Daten zeigen, dass monomeres SNAP-25a kompakter als 
eine frei bewegliche Aminosäurekette vorliegt, jedoch immer noch die Charakteristika eines 
ungefalteten Knäuels aufweist. Mit NMR konnten wir für SNAP25a feststellen, dass nur der N-
terminale Bereich (Aminosäuren A5 - V36) des ersten SNARE-Motivs (SN1, L11 - L81) eine 
helikale Struktur ausbildet und zwei α-Helices umfasst (Abbildung 19). Ab der Position E37 ist 
SNAP25a größtenteils ungeordnet und weist eine hohe innere Flexibilität auf, einschließlich 
des C-terminalen Teils von SN1, nahezu des gesamten zweiten SNARE-Motivs (SN2, N144 - 
A199) sowie der verbindenden Schleifenregion. Abgesehen von den N-terminalen Helices 
zeigen nur die C-terminalen Bereiche von SN1 (E73 - K79) und SN2 (T190 - A199) sowie zwei 
kurze Regionen in der Verbindungsschleife (D99 - K102 und E123 - M127) eine schwach 
ausgeprägte α-helikale Struktur (mit einer α-helikalen Population von weniger als 25 %). 

Wir vermuten, dass die N-terminalen Helices (A5 - Q20 und S25 - V36), die den N-terminalen 
Teil von SN1 bilden, als Nukleationsstelle für die Initiierung des SNARE-Reißverschlusses 
dienen könnten. 

 
Abbildung 19 (adaptiert nach [11]). (A) Sekundäre Cα-chemische Verschiebungen entlang der Sequenz 
von SNAP-25a. Positive Werte (> 0,5 ppm) weisen auf α-Helikalität hin (Werte um etwa 3-4 ppm deuten 
auf eine stabile α-Helix hin). Negative Werte (< -0,5 ppm) deuten auf eine β-Faltblattstruktur hin. Werte 
zwischen -0,5 ppm und 0,5 ppm entsprechen einer Random-Coil-Charakteristik. (B) Balkendiagramm 
der prozentualen Helixpopulation von SNAP-25a (berechnet mit der Software CheSPI)151. Unsere Daten 
zeigen, dass SNAP25a größtenteils intrinsisch ungeordnet ist, mit Ausnahme der N-terminalen Region 
(A5 bis V36), die eine deutliche α-helikale Neigung aufweist und teilweise mit dem N-terminalen 
SNARE-Motiv SN1 überlappt. Dies wird im Modell innerhalb von (B) veranschaulicht.  
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4. Abschließende Zusammenfassung  

 

Die in dieser kumulativen Habilitationsschrift zusammengefassten Arbeiten entstanden 
während meiner Postdoktoranden-Zeit in der Arbeitsgruppe von Dr. Ad Bax an den National 
Institutes of Health (NIH, Bethesda, MD, USA), als unabhängiger DFG-Projektleiter am Max-
Planck-Institut für Biophysikalische Chemie in Göttingen, Marie-Curie-Stipendiat an der ETH 
Zürich und als unabhängiger Heisenberg-Gruppenleiter an der Heinrich-Heine-Universität 
Düsseldorf und am Forschungszentrum Jülich. 
Der biologische Fokus meiner in dieser Habilitationsschrift zusammengefassten Arbeiten sind 
Membranproteine und intrinsisch ungeordnete Proteine, die an der viralen Membranfusion 
oder an der Membranfusion synaptischer Vesikel beteiligt sind. Ziel ist ein besseres 
Verständnis der strukturellen Dynamik dieser Proteine auf molekularer Ebene und mit 
Aminosäure-spezifischer Auflösung. Denn ein tieferes Verständnis der strukturellen Dynamik 
ermöglicht auch ein besseres Verständnis der Funktion dieser Proteine auf molekularer Ebene. 
Das bildet die Grundlage, um neue Ansatzpunkte zur Entwicklung neuer Medikamente bei 
neuronalen Störungen oder anti-virale HIV Fusionshemmer zu identifizieren. 

Zur Charakterisierung der strukturellen Dynamik dieser Proteine mittels Lösungs-NMR 
und Protonen-detektierter Festkörper-NMR-Spektroskopie bei schnellen MAS-
Frequenzen wurden u.a. NMR-Relaxationsmethoden weiterentwickelt [1, 6, 12]. Diese 
ermöglichen die Untersuchung der strukturellen Proteindynamik auf verschiedenen Zeitskalen. 
Essentielle Membraninteraktionen wurden untersucht. Die Durchführbarkeit 
strukturbiologischer Studien an Membranproteinen in einer Lipidumgebung mittels Protonen-
detektierter Festkörper-NMR bei schnellen MAS-Frequenzen wurde für Liposomen und 
Lipid-Nanodics gezeigt [7, 9, 10]. Die entwickelten Methoden lassen sich auf eine Vielzahl 
von Membranproteinen in einer natürlichen Lipidumgebung und intrinsisch ungeordneter 
Proteine anwenden. 

Die vorgestellten Arbeiten tragen zu einem besseren Verständnis der strukturellen 
Proteindynamik der an Membranfusion beteiligten Proteine bei. Einen Schwerpunkt bilden hier 
das HIV-1 Membranprotein gp41 und die SNARE-Proteine [2, 3, 8, 11], die eine zentrale 
Rolle bei der Fusion synaptischer Vesikel und der damit verbundenen Freisetzung von 
Neurotransmittern spielen. Zwischen beiden Proteinsystemen gibt es Parallelen hinsichtlich der 
Membranfusion, da beide die Membranfusion durch die Ausbildung kompakter Helixbündel 
vorantreiben.   

Das HIV-1 Membranprotein gp41 bildet zusammen mit gp120 den Stachel (englisch „Spike“) 
auf der Hülle des Virus. Gp41 verursacht durch eine Konformationsänderung von einer 
ausgestreckten Präfusionsstruktur hin zu einem kompakten Sechshelixbündel die 
Membranfusion mit der Wirtszelle. Wenn man mit antiviralen Medikamenten, sog. 
Fusionshemmern, diese Konformationsänderung unterbinden kann, verhindert das die 
Membranfusion und letztendlich die Infektion. Das für die Lösungs-NMR-Experimente 
verwendete Membranproteinkonstrukt umfasste 194 Aminosäuren, und beinhaltete das 
Fusionspeptid, die N- und C-terminale Ektodomänen, die immundominante Schleife sowie die 
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Transmembranregion. Letztere hatte bis dahin in jeder anderen hochauflösenden Strukturstudie 
von HIV-1 gp41 gefehlt. Das untersuchte Konstrukt ist mit 66 kDa eines der größten 
Membranproteine, die bis dahin mittels Lösungs-NMR untersucht wurden. Mit 
Detergenzmizellen betrug die Gesamtmasse 180 kDa. Wir beobachteten eine hohe intrinsische 
Mobilität von gp41 auf mehreren Zeitskalen, sowohl auf der schnellen ps-ns Zeitskala, die man 
als Flexibilität des Proteins interpretieren kann, als auch auf einer µs-Zeitskala, auf der 
strukturelle Umlagerungsprozesse und Konformationsänderungen stattfinden. U.a. konnten wir 
mit Relaxationsmessungen und der Bestimmung der sekundären chemischen Verschiebungen 
zeigen, dass das α-helikale Fusionspeptid durch einen transient α-helikalen Linker mit der 
zentralen Ektodomäne verbunden ist [2]. Unsere Daten deuten darauf, dass ein Prä-Fusions-
Zwischenzustand vorliegt [3].  

Zur Untersuchung der strukturellen Dynamik des Proteinrückgrats von 
Membranprotein/Membranmimetika-Komplexen war es nötig, die verwendeten NMR 15N R1, 
R2 (R1ρ)-Relaxationsexperimente und heteronuklearen Nuklear Overhauser-Effekt 
Experimente auf Proteine bzw. Proteinkomplexe mit hohem Molekulargewicht zu erweitern. 
Dazu wurden 15N NMR-Relaxationspulssequenzen entwickelt, die auf TROSY (Transverse 
Relaxation Optimized Spectroscopy) - Detektion basieren und sich damit besonders gut für 
Proteine mit hohem Molekulargewicht eignen [1]. 

Bei der Untersuchung von Membranproteinen kommt den verwendeten Membranmimetika 
eine große Bedeutung zu. Deswegen haben wir für ein Modellsystem, das β-Fass-
Membranprotein OmpX, Detergenzmizellen, kleine Lipid-Bizellen und Lipid-Nanodiscs 
verglichen. Obwohl OmpX in allen drei Membranmimetika ein stabiles β-Fass mit einer 
ähnlichen 3D-Struktur bildete, unterschied sich die Dynamik auf der ps-ns und µs-ms Skala 
zwischen der Detergenz- und der Lipidumgebung. Unsere Daten deuten darauf hin, dass die 
intrinsische Flexibilität von Membranproteinen in Detergenzmizellen stark beeinträchtigt ist, 
was die häufig beobachtete Abnahme der funktionellen Aktivität erklären könnte [4]. 

Detergenzmizellen wurden häufig in Lösungs-NMR-Studien an Membranproteinen verwendet. 
Der Grund ist, dass die verwendeten Detergenzmizellen ein relativ kleines Molekulargewicht 
(MW) im zweistelligen kDa Bereich aufweisen, und damit deutlich kleiner sind als Liposomen 
(MW > 1 MDa). Kleine Lipid-Nanodiscs (siehe oben) stellen hier eine Alternative dar. Aber 
auch für diese ist die Größenlimitierung für eine Untersuchung des Proteinrückgrats mittels 
Lösungs-NMR schnell erreicht. Diese liegt im Bereich von 100-200 kDa für das 
Proteinrückgrat. Um diese Größenlimitierung zu umgehen und die Untersuchung von 
Proteindynamik in einer natürlichen Lipidumgebung (z.B. Liposomen) zu ermöglichen, werden 
Festkörper-NMR-Messungen zunehmend attraktiv. Standard Festköper-NMR-Spektroskopie 
verwendet in der Regel 13C-Detektion,  weil der der 13C-Kern einen größeren Spektralbereich 
aufweist und weil die Linienbreiten in der 1H-Dimension bei Standard MAS (engl. Magic Angle 
Spinning) -Frequenzen von 10 kHz bis 20 kHz für vollständig protonierte Proben wegen der 
nicht ausreichend gemittelten 1H-1H dipolaren Kopplungen zu breit sind. Neue technische 
Entwicklungen ermöglichen jedoch immer schnellere MAS-Frequenzen, so dass ab einer MAS-
Frequenz von 100 kHz auch vollständig protonierte Membranproteine mittels 
Protonendetektion untersucht werden können. Diese haben eine höhere Sensitivität pro 
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Proteinmasse (vgl. mit 13C) und reduzieren somit die benötigte Proteinmengen auf weniger als 
1 mg bei 100 kHz MAS-Frequenz.   

Wir konnten die ersten hochauflösenden Protonen-detektierten Festkörper-NMR-Spektren des 
β-Fass-Membranproteins OmpX in einer Lipid-Nanodisc-Umgebung mit schnellem MAS 
(100 kHz) aufnehmen [7]. Dabei zeigte sich, dass die Linienbreiten und Linienintensitäten, also 
letztendlich die Auflösung und das Signal-zu-Rausch-Verhältnis,  entscheidend von der 
Probentemperatur und insbesondere von der Temperatur des Phasenübergangs der Lipide (von 
der gelförmigen zur flüssigen Phase der Lipid-Doppelschicht) abhängen. Darüber hinaus 
konnten wir hochaufgelöste protonen-detektierte dreidimensionale Zuordnungsexperimente an 
den Nichtstrukturproteinen NS4B und NS5A des Hepatitis C-Virus aufnehmen und 
strukturelle Einblicke in ihre Membrantopologie und Domänendynamik gewinnen ([9] und 
[10]).  

Des Weiteren haben wir die Proteindynamik des Proteinrückgrats mittels Festkörper-NMR 
untersucht. Dazu habe ich eine neue Methode entwickelt, die auf MAS-Frequenz-abhängigen 
15N R1ρ-Messungen basiert und Amplituden und Zeitskalen von Bewegungen in in einem 
Zeitfenster von Hunderten von Nanosekunden bis hin zu wenigen Mikrosekunden zugänglich 
macht. Wir haben in mikrokristallinem Ubiquitin, das hier als Modellsystem verwendet wurde, 
eine Dynamik mit kleinen Amplituden auf einer Zeitskala von etwa 1 μs für das gesamte Protein 
und Bewegungen mit größeren Amplituden, ebenfalls auf der Zeitskala von 1 μs, für mehrere 
Bereiche beobachtet - einschließlich der β1-β2-Schleife und des N-Terminus der α-Helix [6]. 

Die NMR-Spektroskopie ist aber nicht nur für die Untersuchung der strukturellen Dynamik 
von Membranproteinen gut geeignet, sondern auch besonders gut für die Untersuchung 
intrinsisch ungeordneter Proteine, da diese hochdynamisch sind und nur langsam relaxieren, 
was hervorragende Voraussetzungen für eine Untersuchung mittels Lösungs-NMR sind. 
Umgekehrt sind intrinsisch ungeordnete Proteine wegen ihrer hohen intrinsischen Dynamik und 
damit diffusen Elektronendichte nicht gut für eine Untersuchung mittels kristallographischer 
Methoden oder mittels Kryo-Elektronenmikroskopie geeignet.    

In Zusammenarbeit mit der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Wolfgang Wintermeyer (Max-Planck-
Institut für Biophysikalische Chemie, Göttingen) konnten wir zeigen, dass die N-terminale A-
Domäne des SRP-Rezeptors (Signal Recognition Particle) FtsY von E. coli intrinsisch 
ungeordnet ist und an das Translocon bindet. Die Bindung an das Translocon wird durch 
elektrostatische Wechselwirkungen gesteuert [4]. Die N-terminale A-Dömane war in 
vorausgehenden kristallographischen Methoden nicht sichtbar.  
 
Einen Schwerpunkt meiner Arbeiten an intrinsisch ungefalteten Proteinen bilden die SNARE-
Proteine, welche die Membranfusion synaptischer Vesikel mit der Plasmamembran 
vorantreiben und eine zentrale Rolle bei der neuronalen Exozytose spielen. Durch eine 
Kombination von NMR- und Fluoreszenzspektroskopie-Methoden konnten wir in Kooperation 
mit der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Reinhard Jahn (Max-Planck-Institut für Biophysikalische 
Chemie) zeigen, dass das vesikuläre SNARE-Protein Synaptobrevin-2 in seinem monomeren 
Zustand vor der Fusion intrinsisch ungefaltet ist. Synaptobrevin-2 weist eine hohe 
intrinsische Flexibilität auf, zeigt aber auch eine hohe dynamische Bandbreite und 
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zunehmende Steifigkeit vom N- zum C-Terminus. Die allmähliche Zunahme der Steifigkeit 
korreliert mit einer Steigerung der Lipidbindungsaffinität vom N- zum C-Terminus [8]. 
Wider Erwarten fanden wir eine schwache Lipidbindung des gesamten SNARE-Motivs. Dies 
erfordert eine Überarbeitung der derzeitigen Modelle der vesikulären Membranfusion. 
 
Kürzlich fanden wir in meiner Arbeitsgruppe an der HHU Düsseldorf heraus, dass auch das 
SNARE-Protein SNAP-25a in seinem monomeren Zustand vor der Fusion hauptsächlich 
intrinsisch ungeordnet vorliegt, inklusive des C-terminalen SNARE-Motivs, das im 
assemblierten SNARE-Komplex α-helikal wird [11]. Nur die N-terminalen 35 Reste von 
SNAP25a weisen eine α-helikale Konformation auf. Dies deutet darauf hin, dass der N-
Terminus von SNAP25a als Nukleationspunkt für die Assemblierung des SNARE-Komplexes 
dienen kann. 
Zur Untersuchung der strukturellen Dynamik intrinisisch ungefalteter Proteine haben wir die 
15N NMR-Relaxationsexperimente um Pulssequenzen mit sensitivitätsverstärkter HSQC 
(Heteronuclear Single Quantum Correlation)-Detektion mit einer verbesserten 
Wasserunterdrückung ergänzt, die sich auch für sehr hohe magnetische Feldstärken (28 Tesla) 
und intrinsich ungefaltete Proteine eignen [12]. Damit werden sich in naher Zukunft die 
Zeitbereiche innerer Flexibilität in intrinsisch ungeordneten Proteinen weiter einschränken 
lassen.  
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insbesondere Dr. Halenur Yavuz und Dr. Angel Perez-Lara für wertvolle Hinweise zur 
Proteinexpression- und Aufreinigung von SNARE-Proteinen und ihrer Lipidrekonstitution.  An 
der ETH Zürich konnte ich danach bei Prof. Dr. Beat Meier und Prof. Dr. Matthias Ernst sowie 
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