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1. Einleitung 

Proteine sind an nahezu jedem Prozess das Leben betreffend beteiligt, worin ihre große 

Bedeutung liegt. Sie bestehen aus Aminosäuren, deren Abfolge in der Primärstruktur fest-

gelegt ist. Im gefalteten Zustand lagern sich Sekundärstrukturelemente wie α-Helices oder 

β-Faltblätter zur meist funktionalen Tertiärstruktur zusammen. Assoziieren mehrere Protei-

ne zu einem Gesamtkomplex wird dies als Quartärstruktur bezeichnet [1]. Fehlfunktionen 

durch fehlerhafte Faltung, Aggregation oder Fibrillogenese können aber auch schwerwie-

gende Folgen, unter anderem Krankheiten wie Prion, Huntington oder Alzheimer, haben [2-

4]. 

Für ein besseres Verständnis von Proteinen ist es wichtig deren Funktionsweisen aufzuklä-

ren, um auch Fehlfunktionen verstehen zu können. Dazu gehören die Faltung aus dem de-

naturierten in den nativen Zustand, Dynamiken innerhalb von Proteinen sowie die moleku-

lare Erkennung und Assoziation mit Molekülen oder anderen Proteinen. 

1969 beschrieb C. Levinthal in seinem Levinthal Paradox [5], dass die Konformationsände-

rung eines Proteins aus dem denaturierten in den nativen Zustand kein zufälliger Prozess 

sein kann, da die Faltung sonst mehr Zeit „als die Entstehung des Universums“ in Anspruch 

nehmen würde. Für die Beschreibung der Proteinfaltung existieren verschiedene Modelle. 

Das Nukleationswachstumsmodell beschreibt die Faltung durch die Bildung eines Fal-

tungsnukleus, ab dessen Vorhandensein die Faltung ohne Zwischenzustände in den nativen 

Zustand abläuft [6]. Beim Framework- und Diffusions-Kollisions-Modell wird hingegen 

davon ausgegangen, dass sich erst die Sekundärstrukturen ausbilden, die sich dann zur Ter-

tiärstruktur zusammenlagern [6, 7]. Bei dem Modell des hydrophoben Kollaps, wird der zur 

Verfügung stehende Konformationsraum des Proteins durch den hydrophoben Effekt ein-

geschränkt, wodurch eine schnelle Faltung möglich ist [7, 8]. Auf Grund von Experimenten, 

die gegen das Framework-Modell und das hydrophobe Kollaps Modell sprachen entstand 

der Nukleations-Kondensations-Mechanismus, ein Mittelweg aus beiden Modellen [7]. In 

diesem werden Sekundärstrukturen in einem nativ ähnlichen Übergangszustand über Terti-
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ärwechselwirkungen stabilisiert, die oft aus Reststrukturen im denaturierten Zustand her-

vorgehen [9]. 

Lange wurde davon ausgegangen, dass die native Struktur von Proteinen, jene mit der nied-

rigsten freien Energie [10], im Wesentlichen deren Funktion bestimmt. Dieses Modell muss-

te jedoch um „die Dimension der Zeit“ [11] ergänzt werden, da die Dynamik innerhalb eines 

Proteins einen entscheidenden Einfluss auf dessen Eigenschaften hat. Dabei wird unter-

schieden zwischen Bewegungen im µs-Bereich und langsamer, den sogenannten „tier-0“ 

Dynamiken, Fluktuationen separiert durch hohe Energiebarrieren und den Bewegungen, die 

innerhalb der „tier-0“ Zustände stattfinden. Dabei handelt es sich um Ring- bzw. Schleifen-

bewegungen im ns-Bereich („tier-1“ Dynamik), atomare Veränderungen im ps-Bereich 

(„tier-2“ Dynamik) und Bewegungen höherer „tier“ Ordnungen, wie Bindungsschwingun-

gen im fs-Bereich [11]. 

Des Weiteren wird die Funktion von Proteinen häufig durch die Wechselwirkungen mit 

anderen Proteinen beeinflusst. Beschrieben werden diese zum einen durch das „Schlüssel-

Schloss-Prinzip“ [12], bei dem die Strukturen von zwei interagierenden Proteinen komple-

mentär sind und zum anderen durch das „induced fit“ Modell [13], bei welchem sich die 

Konformationen auf die Assoziation hin optimal aneinander anpassen. Bei dem „conforma-

tional selection“ Modell [14] wird, im Gegensatz zu den anderen zwei Modellen, die Dyna-

mik innerhalb von Proteinen mit berücksichtigt. Der Ligand „wählt“ sich eine der Konfor-

mationen des Proteins und bewirkt durch Bindung an diese eine Populationsverschiebung 

in Richtung dieser Form. 

Das Ziel dieser Arbeit war es, die Fluoreszenzlöschmechanismen der H-Dimerbildung und 

des photoinduzierten Elektronentransfers (PET) anzuwenden, um die für das Verständnis 

von Proteinen wichtigen Dynamiken der Proteinfaltung, der Protein-Protein Assoziation 

und der Domänenbewegung an drei isolierten Proteindomänen zu untersuchen. Analysiert 

wurden die sich sehr schnell faltende Bindungsdomäne eines Multienzymkomplexes 

(BBL), die für die Materialforschung interessante N-terminale Domäne (NTD) der Spin-

nenseidenfaser und die an der schnellen synaptischen Signalweiterleitung im Nervensystem 

beteiligte Ligandenbindungsdomäne (LBD) des (S)-α-Amino-3-hydroxy-5-methyl-4-

isoxazolpropionsäure (AMPA)-spezifischen ionotropen Glutamatrezeptors 2. Die Untersu-
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chung mittels Fluoreszenz sollte gewählt werden, da organische Farbstoffe, z. B. über Thi-

olmodifikation, und das Löschmolekül Tryptophan, ortsspezifisch in ein Protein einge-

bracht werden können [15] und es so möglich ist, gezielt Fragestellungen zu analysieren. Die 

H-Dimerbildung und der PET sind photophysikalische Phänomene, die im Bereich ≤ 1 nm 

sensitiv sind [15, 16], weshalb sich diese gut eignen sollten, um Vorgänge in Proteinen zu 

untersuchen. Zudem ist es bei PET im Gegensatz zum Fluoreszenzresonanzenergietransfer 

(FRET), der abhängig vom Farbstoffpaar im Bereich 2 – 10 nm sensitiv ist [17], nur notwen-

dig einen anstatt zwei Farbstoffe ortsspezifisch in ein Protein einzubringen. Für die Unter-

suchungen sollten die zwei Fluoreszenzlöschmechanismen mit der Stopped-Flow Methode 

und der Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) kombiniert und so Methoden mit ho-

her struktureller und zeitlicher Auflösung zur Anwendung gebracht werden. 
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2. Theoretische Grundlagen 

Proteine sind schon lange Gegenstand der Forschung, denn ihre genauen Funktionsweisen 

sind oft noch unaufgeklärt. Die Zirkulardichroismusspektroskopie (CD-Spektroskopie) bie-

tet dabei die Möglichkeit Informationen über die Sekundär- und Tertiärstruktur zu erhalten 

(Kapitel 2.3.3). Die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (Kapitel 2.3.1) und die Stop-

ped-Flow Methode (Kapitel 2.3.4) in Kombination mit Fluoreszenzlöschmechanismen (Ka-

pitel 2.2) können Einblicke in dynamische Proteininteraktionen geben. In Kapitel 2.5 wer-

den die drei mit diesen Methoden untersuchten Proteine beschrieben. 

2.1 Absorption und Emission von Licht 

Erstmals beobachtet wurde Fluoreszenz 1852 von G. G. Stokes. Er verstand damals bei der 

Bestrahlung einer Chinin-Lösung mit UV-Licht, dass sich die Wellenlänge des Lichts nach 

Austritt aus der Lösung verändert hatte, was heute als Stokes-Verschiebung bezeichnet 

wird. 

Bevor jedoch Fluoreszenz auftreten kann, müssen Moleküle bzw. Atome Licht absorbieren. 

Durch die Aufnahme (Absorption) eines Photons wird ein Elektron eines Moleküls aus dem 

Grundzustand S0 auf ein höheres Energieniveau, z.B. S1 oder S2, angehoben. Die Absorpti-

on findet aus dem niedrigsten Schwingungslevel null des S0 innerhalb von 10-15 s statt [17]. 

Die Emission von Licht, d.h. die Abgabe eines Photons, aus einem angeregten Zustand 

wird als Lumineszenz bezeichnet. Diese wird nochmals unterteilt in Fluoreszenz und Phos-

phoreszenz, abhängig von deren angeregtem Zustand (Abbildung 2.1). Im Falle von Fluo-

reszenz ist das Elektron im angeregten Zustand gepaart mit dem Elektron im Grundzustand, 

d.h. der Spin ist entgegengesetzt. Die Rückkehr in den nicht angeregten Zustand ist spin-

erlaubt und erfolgt z.B. über Fluoreszenz. Die Fluoreszenzlebensdauer τ beschreibt dabei 

die mittlere Verweildauer eines Moleküls im angeregten Zustand. Meist liegt diese im Be-

reich von 10-8 s. Bei der Phosphoreszenz gelangt das Elektron über „Intersystem Crossing“ 

in den Triplet Zustand. Das Elektron hat nun durch Spinumkehr die gleiche Orientierung 
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wie das Elektron im Grundzustand, was spinverboten ist. Die Phosphoreszenz ist meist zu 

längeren Wellenlängen hin verschoben und ein langsamer Emissionsprozess im Bereich 

> 10-6 s [17, 18].  

 

Abbildung 2.1: Jablonski Diagram 

Das Jablonski-Diagramm zeigt die möglichen Übergänge von Elektronen 

bei Anregung durch Licht. S0, S1 und S2 kennzeichnen dabei den Grund-

zustand und die höheren Energieniveaus, in denen sich die Elektronen 

befinden können. Mit 0,1,2 werden Schwingungslevel der Energieni-

veaus gekennzeichnet. T1 steht für den Tripletzustand. 

 

Im Grundzustand S0 eines Moleküls wird die Position des Atomkerns durch die Coulomb-

kräfte der Elektronen, und die Anwesenheit von anderen Atomkernen bestimmt. Findet ein 

elektronischer Übergang statt bewirkt dies, dass ein Elektron seinen Aufenthaltsbereich 

verändert und die Elektronendichte verschoben wird. Dadurch verändern sich die auf den 

Atomkern wirkenden Kräfte und dieser fängt aus der ursprünglichen Gleichgewichtslage 

heraus an zu schwingen. Auf Grund des großen Massenunterschiedes zwischen Elektronen 

und Atomkern sowie der Schnelligkeit des elektronischen Übergangs verändert der Atom-

kern seine ursprüngliche Gleichgewichtslage jedoch innerhalb der Dauer des Anregungs-

zeitraums nicht, sondern behält diese als Ausgangspunkt der Schwingung. Das Molekül 

kann nicht nur in einen Schwingungszustand angeregt werden, sondern in verschiedene mit 

unterschiedlichen Frequenzen. Daher entsteht ein breites Absorptionsspektrum und keine 

einzelne, rein elektronische Absorptionsbande. Mit Hilfe des Franck-Condon-Prinzip, dass 

vertikale elektronische Übergänge beschreibt, weil eine Änderung der Lage der Kerne wäh-

rend eines Elektronenübergangs unwahrscheinlich ist, können die am ehesten denkbaren 

Schwingungsendzustände angegeben werden. Dafür wird eine vertikale Linie von der Po-
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tenzialkurve des Grundzustandes bis zum Schnittpunkt mit der Potenzialkurve des angereg-

ten elektronischen Zustandes gezogen [17, 19, 20]. 

Je größer der Überlapp der Schwingungszustände ist, desto wahrscheinlicher ist ein Über-

gang von einem höheren in ein niedrigeres Energielevel. Der Energieunterschied zwischen 

den Schwingungsleveln der angeregten Zustände ist gering im Gegensatz zum S1S0 

Übergang, weshalb erstere sehr schnell und ohne die Emission von Licht stattfinden. Dies 

ist der Grund dafür, dass das Emissionsspektrum unabhängig von der Anregungsleistung 

ist. Dieser Zusammenhang wird in Kashas Regel beschrieben [17, 19]. 

Darauf, dass die Emission immer aus dem niedrigsten Schwingungslevel des S1 stattfindet, 

basiert auch die Stokes Verschiebung. Diese beschreibt das Phänomen, dass Fluorophore 

bei längeren Wellenlängen emittieren, als sie absorbieren, wie in Abbildung 2.2 dargestellt. 

Wird ein Photon absorbiert, wird ein Elektron in ein höheres Schwingungslevel eines ange-

regten Zustandes angehoben. Die Abgabe von Energie aus einem höheren Schwingungsle-

vel auf das niedrigste des S1 innerhalb von 10-12 s wird Schwingungsrelaxation („Internal 

Conversion“) genannt. Kehrt nun das Elektron zurück in den S0-Zustand , emittiert das Mo-

lekül bei einer nach rot verschobenen, energieärmeren Wellenlänge [17]. 

 

 

Abbildung 2.2: Stokes Verschiebung 

Das Emissionsspektrum (rot) von ATTO 488 ist auf Grund der Stokes Ver-

schiebung zu längeren energieärmeren Wellenlängen als das Absorptions-

spektrum (schwarz) verschoben. 
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Bei der Emission kehrt das Elektron jedoch nicht direkt in den Grundzustand S0 zurück, 

sondern auch zuerst in ein höheres Schwingungslevel. Die Geometrie der Schwingungsle-

vel der angeregten Zustände entspricht denen des Grundzustands. Dies bewirkt, dass Ab-

sorptions- und Emissionsspektren meist spiegelbildlich aufgebaut sind [17]. 

Um Wechselwirkungen mit anderen Molekülen zu untersuchen eignet sich die Betrachtung 

der Fluoreszenz besser, als die der Absorption, da diese im Nanosekundenbereich abläuft 

und somit Zeit für die Interaktion mit anderen Molekülen ist, während letztere im Femtose-

kundenbereich stattfindet [17]. 

2.2 Fluoreszenzlöschung 

Bei der Fluoreszenzlöschung wird zwischen der dynamischen und der statischen unter-

schieden. Beide Prozesse sind Vorgänge innerhalb molekularen Kontaktes, in denen die 

Fluoreszenz der untersuchten Proben durch die Anwesenheit eines Löschmoleküls Q ver-

ringert wird [17]. 

Bei der dynamischen Löschung treffen das Fluorophor F und das Löschmolekül durch Dif-

fusion aufeinander und bilden einen Exiplex. Dadurch wird der angeregte Zustand depopu-

liert, ohne dass es zur Aussendung eines Photons kommt. Diese Art der Fluoreszenzlö-

schung wird beschrieben durch die Stern-Volmer-Gleichung [17]: 

𝐼0
𝐼
= 1 + 𝑘𝑞𝜏0[𝑄] = 1 + 𝐾𝐷[𝑄] 2.1 

Dabei ist kq die bimolekulare Löschkonstante, 𝜏0 ist die Lebensdauer des Fluorophors in 

Abwesenheit des Löschmoleküls, KD = kq*τ0 die Stern-Volmer-Löschkonstante, I0 die Fluo-

reszenzintensität in Abwesenheit und I in Anwesenheit des Löschmoleküls.  

Die statische Löschung zeichnet sich durch die Bildung von nicht-fluoreszierenden Absorp-

tionskomplexen zwischen Fluorophor und Löschmolekül aus, die bei Anregung ohne die 

Emission eines Photons in den Grundzustand zurückkehren [18]. Beschrieben wird diese 

durch Gleichung 2.2: 

𝐼0
𝐼
= 1 + 𝐾𝑆[𝑄] 

2.2 
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dabei ist Ks die Assoziationskonstante der Komplexbildung [17]. 

Eine Differenzierung zwischen beiden Prozessen findet am besten über Lebensdauer- oder 

Absorptionsmessungen statt. Temperaturabhängige oder viskositätsabhängige Tests können 

den Mechanismus ebenfalls aufklären [17]. 

2.2.1 H-Dimerbildung 

Organische Farbstoffe neigen in Lösung dazu stabile Homodimere auszubilden, was mit 

einem Überlapp der Molekülorbitale verbunden ist [21]. Dies führt durch Excitonaufspaltung 

zur Aufteilung der angeregten Zustände auf zwei Energielevel, einem über und einem unter 

dem der Monomere, woraus die J- und die H-Dimere resultieren. Die nicht-kovalente Inter-

aktion zwischen den Farbstoffen wird getrieben durch den hydrophoben Effekt und stabili-

siert durch van der Waals Kräfte [16]. 

Zuerst entdeckten Jelly [22] und Scheibe [23] 1936/1937 die J-Dimere. Diese kennzeichnen 

sich durch eine Rotverschiebung im Absorptionsspektrum und meist sind diese weiterhin 

fluoreszent. Die H-Dimere hingegen, mit parallel orientierten Übergangsdipolen, sind 

nicht-fluoreszent und zeigen eine hypsochrome Verschiebung im Absorptionsspektrum [24]. 

Die Blauverschiebung resultiert daher, dass bei Anregung nur der Übergang zum höheren 

Energielevel auf Grund des Übergangsmomentes erlaubt ist (Abbildung 2.3). Es folgt ein 

direkter Übergang zum niedrigeren Energielevel durch Internal Conversion, aus welchem 

die Rückkehr in den Grundzustand durch Fluoreszenz verboten ist [16]. Die Fluoreszenzlö-

schung durch H-Dimerbildung wird zur Detektion von Interaktionen in biologischen Sys-

temen verwendet [25, 26]. 
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Abbildung 2.3: H-Dimere 

Bei der H-Dimerbildung zwischen zwei Farbstoffen kommt es zum Exci-

tonsplitting, wodurch ein Energielevel über und eins unter dem des Farb-

stoffmonomers entsteht. Nur der Übergang zum oberen Energielevel ist 

auf Grund des Übergangsmomentes erlaubt, was zu einer hypsochromen 

Verschiebung des Absoprtionsspektrums und Fluoreszenzlöschung führt. 

 

2.2.2 Photoinduzierter Elektronentransfer (PET) 

Der photoinduzierte Elektronentransfer (PET) ist ein photochemischer Prozess, bei dem ein 

Donor (D) ein Elektron an einen Akzeptor (A) abgibt [15]. Die Energie für den Elektronen-

transfer kommt von der Anregung durch Licht, entweder des Donors oder des Akzeptors, 

aus dem Grundzustand S0 in den angeregten Zustand S1. Ob ein Molekül ein Donor (d.h ein 

Oxidant) oder Akzeptor (Reduktant) ist, hängt von den Redoxpotentialen der Moleküle im 

Grundzustand ab [27]. Bei Anregung des Moleküls B (B*) wird der Prozess dann entspre-

chend oxidativer (Gleichung 2.3) oder reduktiver (Gleichung 2.4) Elektronentransfer ge-

nannt. 

B* + C  B+ + C- oxidativer Elektronentransfer 2.3 

B* + C  B- + C+ reduktiver Elektronentransfer 2.4 

Ein in biologischen Systemen vorkommender starker Oxidant ist z.B. die Aminosäure 

Tryptophan. Diese wird häufig in Kombination mit kommerziell erhältlichen Fluoreszenz-

farbstoffen, wie ATTO 655, in PET-Experimenten eingesetzt [28]. 
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Damit ein Elektronentransfer stattfinden kann, muss neben der Absorption eines Photons 

durch den Donor oder Akzeptor ein weiteres Kriterium erfüllt sein: der Abstand zwischen 

beiden Molekülen muss innerhalb der van-der-Waals-Radii liegen, d.h. ≤ 1 nm. In diesem 

Bereich können die Elektronenwolken des Donors und des Akzeptors miteinander intera-

gieren und Elektronen austauschen. Die Elektronenaustauschrate bzw. das Löschen der 

Fluoreszenz nimmt exponentiell mit zunehmender Distanz zwischen den Elektronenwolken 

ab [15, 17]. 

Um Elektronen von einem Molekül zum anderen übertragen zu können, bilden Donor und 

Akzeptor einen Ladungs-Transfer-Komplex. Dieser Komplex kann entweder durch den 

Elektronenrücktransport (englisch: back electron transfer, BET), Emission von Licht, oder 

durch Ladungsseparierung (Radikalionenbildung) mit anschließendem BET in den Grund-

zustand zurückkehren (Abbildung 2.4) [29]. 

 

 

Abbildung 2.4: PET-Schema 

Das Schema zeigt den photoinduzierten Elektronentransfer. In diesem Beispiel 

wird der Akzeptor durch Licht angeregt (A*). Mit der Rate kLTK bilden Akzeptor 

und Donor einen Ladungs-Transfer-Komplex. Ein Ladungstransfer zwischen Ak-

zeptor und Donor findet in diesem mit der Rate kLT statt. Entweder geht der Kom-

plex direkt mit der Rate kBET über den Elektronenrücktransport in den Grundzu-

stand zurück oder es entsteht zuvor noch ein Radikalionenpaar, das dann mit kBET 

in den Ausgangszustand zurückkehrt. 

 

Die Effizienz der Ladungstrennung bei PET kann mit Hilfe der Rehm-Weller-Gleichung 

berechnet werden: 

∆𝐺 = 𝐸(𝐷+/𝐷) − 𝐸(𝐴/𝐴−) − ∆𝐺00 −
𝑒2

휀𝑑
 

2.5 
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Dabei ist E(D+/D) das Oxidationspotential des Donors, E(A/A-) das Reduktionspotential des 

Akzeptors, ∆G00 die Energiedifferenz des Übergangs des Fluorophors vom Grundzustand 

S0 in den angeregten Zustand S1 und der letzte Term beschreibt die Coulomb-

Anziehungskraft zwischen zwei geladenen Molekülen, wobei 휀 die Dielektrizitätskonstante 

des Mediums und d der Abstand zwischen Donor und Akzeptor ist [27]. 

Die Lebensdauer des nichtfluoreszierenden, π-gestapelt angeordneten Komplexes aus Farb-

stoff und Tryptophan [30] ist länger als die der Fluoreszenz des Farbstoffes. Aus diesem 

Grund kann ein Fluoreszenz „An-“ und „Ausschalten“ beobachtet werde, dass durch die 

Assoziation und die Dissoziation des Tryptophans mit dem Farbstoff ausgelöst wird [15]. 

2.2.3 Fluoreszenzresonanzenergietransfer (FRET) 

Der Fluoreszenzresonanzenergietransfer ist ein nicht-radiativer Prozess, der erstmals 1948 

[31] beschrieben wurde. Oft wird dieses Prinzip der Energieübertragung auch nur als Reso-

nanzenergietransfer (englisch: resonance energy transfer, RET) bezeichnet, da dieser nicht 

die Emission von Licht benötigt. Dem gegenüber steht der radiative Energietransfer, bei 

dem ein Photon vom Donor emittiert und vom Akzeptor reabsorbiert wird [17]. 

Beim RET wird Energie über Dipol-Dipol-Wechselwirkungen von einem Donormolekül 

auf ein Akzeptormolekül übertragen. Dabei kann der Donor als oszillierender Dipol ange-

sehen werden, der seine Energie an einen Akzeptor mit ähnlicher Resonanzfrequenz über-

tragen kann (Abbildung 2.5). Durch die Absorption von Licht gelangt dabei zuerst ein 

Elektron des Donors aus dem höchsten besetzten Molekülorbital (englisch: highest occupi-

ed molecule orbital: HOMO) in das niedrigste unbesetzte Molekülorbital (englisch: lowest 

unoccupied molecule orbital: LUMO). Durch Dipol-Dipol-Wechselwirkungen wird die 

Energie des Elektrons im LUMO an den Akzeptor übertragen und es wechselt in das HO-

MO zurück. Gleichzeitig wechselt ein Elektron des Akzeptors aus dem HOMO in das 

LUMO [17]. 
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Abbildung 2.5: FRET-Schema 

Resonanzenergietransfer des Donors (D) auf den Akzeptor (A). Der 

durch Licht angeregte D im LUMO gibt seine Energie über Dipol-

Dipol-Wechselwirkungen an den A im HOMO ab. Dabei geht gleich-

zeitig das Elektron des D in den HOMO zurück und das des A in den 

LUMO. 

 

Die Energieübertragungsrate KT(r) zwischen Donor und Akzeptor lässt sich wie folgt be-

rechnen: 

𝐾𝑇(𝑟) =
1

𝜏𝐷
∗ (

𝑅0
𝑟
)
6

 2.6 

Diese ist abhängig von der Lebensdauer 𝜏𝐷 des Donors, der Distanz r zwischen beiden Mo-

lekülen und dem Försterradius R0. Für einen hohen Energieübertrag sollte 𝜏𝐷 länger sein als 

die Dauer, die der Transfer der Energie benötigt. Ebenso sollte R0 groß sein. Der Försterra-

dius gibt die Distanz zwischen Donor und Akzeptor an, bei der die FRET Effizienz E = 

50% ist. Für die meisten Farbstoffpaare liegt R0 zwischen 2 bis 6 nm [17]. 

Der Försterradius lässt sich wie folgt berechnen: 

𝑅0
6 =

9000(𝑙𝑛10)𝜅2𝑄𝐷
128𝜋5𝑁𝑛4

𝐽(𝜆) 2.7 

Dieser ist somit abhängig von der Quantenausbeute QD des Donors, der Ausrichtung κ2 der 

Dipole zueinander, dem Brechungsindex der Lösung n, der Avogadrozahl N und dem Über-

lappintegral J(λ) [17]. 

Das Überlappintegral ist ein Maß dafür, wie stark das Emissionsspektrum des Donors mit 

dem Absorptionsspektrum des Akzeptors überlappt. 

𝐽(𝜆) = ∫ 𝐹𝐷(𝜆)

∞

0

휀𝐴(𝜆)𝜆
4𝑑𝜆 2.8 
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FD(λ) ist das auf die Fläche eins normierte Emissionsspektrum des Donors, εA(λ) der Ex-

tinktionskoeffizient des Akzeptors in Abhängigkeit des auf eins normierten Absorptions-

spektrums des Akzeptors und λ die Wellenlänge des Lichts [17]. 

Liegt das Überlappintegral in der Einheit nm4 M-1 cm-1 vor, dann gilt für R0 in Å: 

𝑅0 = 0,211(𝜅2𝑛−4𝑄𝐷𝐽(𝜆)) 
1
6 2.9 

Der Wert für κ2 liegt zwischen null und vier. Der Maximalwert wird erreicht, wenn die Di-

pole ko-linear ausgerichtet sind. Sind die Dipole parallel zueinander orientiert wird κ2 eins, 

bei rechtwinkligen null. Meist wird für κ2 aber 2/3 eingesetzt, als Mittelwert aus den mögli-

chen Ausrichtungen der Dipole zueinander [17]. 

Die zu erwartende FRET Effizienz E für zwei Farbstoffe kann über den Försterradius und 

ihre Distanz berechnet werden: 

𝐸 =
𝑅0
6

𝑅0
6 + 𝑟6

 2.10 

Für verlässliche Messungen sollte die Distanz zwischen Donor und Akzeptor in dem Be-

reich zwischen 0,5 R0 und 2 R0 liegen, da die Effizienz mit dem Verhältnis 1/r6 abnimmt. 

Mit Hilfe von Fluoreszenz- oder Lebensdauermessungen kann die FRET Effizienz mit fol-

genden Gleichungen berechnet werden: 

𝐸 = 1 −
𝐹𝐷𝐴
𝐹𝐷

= 1 −
𝜏𝐷𝐴
𝜏𝐷

 2.11 

Dabei sind FDA und τDA die Fluoreszenzintensität und die Lebensdauer des Donors in An-

wesenheit und FD und τD in Abwesenheit des Akzeptors. 

Auf Grund der Distanzabhängigkeit des FRET wird dieser auch als „molekulares Lineal“ 

bezeichnet und häufig in Interaktionsstudien verwendet [17, 32, 33]. 
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2.3 Messmethoden 

2.3.1 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) 

Die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie ist eine Spektroskopiemethode zur Untersuchung 

von zeitabhängigen Fluoreszenzfluktuationen. Erstmals beschrieben wurde diese 1972 von 

Madge, Elson und Webb [34]. 

Bei der FCS wird die Fluoreszenzintensität eines bestimmten Detektionsvolumens über die 

Zeit aufgenommen. Fluktuationen in dem detektierten Signal entstehen z.B. durch die Dif-

fusion von fluoreszierenden Molekülen in den Fokus hinein und wieder heraus (Abbildung 

2.6) oder durch Bewegungen innerhalb von Molekülen. Durch die Analyse der zeitabhängi-

gen Intensitätsspur mittels Auto- oder Kreuzkorrelation können Informationen über die 

Diffusion des Moleküls, den hydrodynamischen Radius, Konzentrationen, sowie photo-

chemische und photophysikalische Eigenschaften erhalten werden [35]. 

 

 

Abbildung 2.6: FCS Anregungsprofil 

Ein fluoreszierendes Teilchen diffundiert durch das Anregungsprofil (rot) 

des konfokalen FCS-Aufbaus, während es angeregt wird. Blau unterlegt ist 

das Detektionsvolumen von etwa 1 fL. 
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Die Fluoreszenzfluktuationen δF(t) zum Zeitpunkt t in Gleichgewichtsbedingungen werden 

berechnet aus den Abweichungen F(t) von der mittleren Fluoreszenzintensität 〈𝐹(𝑡)〉 (Glei-

chung 2.12). 

𝛿𝐹(𝑡) = 𝐹(𝑡) − 〈𝐹(𝑡)〉 2.12 

Die Autokorrelationsfunktion G(τ) (Gleichung 2.13) wird erhalten durch Normierung der 

Gleichung 2.12 auf den Gesamtverlauf des Fluoreszenzsignals. 

𝐺(𝜏) =
〈𝛿𝐹(𝑡)𝛿𝐹(𝜏 + 𝑡)〉

〈𝐹(𝑡)〉2
 2.13 

δF(τ+t) steht hierbei für die Fluoreszenzintensität an einem um τ späteren Zeitpunkt von t. 

G(τ) ist ein Maß dafür, wie selbstähnlich das Fluoreszenzsignal über die Zeit ist [36]. 

Die Auswertung von G(τ) findet durch Anpassen der Daten mit Hilfe einer adäquaten Fit-

funktion statt. Dabei muss die Form des Beobachtungsvolumens, die Art der Diffusion und 

die Herkunft der Fluoreszenzfluktuationen in Betracht gezogen werden. Bei einer dreidi-

mensionalen Diffusion folgt dabei das Profil p(r)3D des Anregungsvolumens in etwa einer 

dreidimensionalen Gauss-Funktion: 

𝑝(𝑟)3𝐷 = 𝐼0𝑒𝑥𝑝[−2(𝑥
2 + 𝑦2)/𝑠2]exp (−2𝑧2/𝑢2) 2.14 

mit der Fluoreszenzintensität I0, dem Radius s und der halben Höhe des Beobachtungsvo-

lumens u. Daraus ergibt sich für die Fitfunktion G3D(τ): 

𝐺3𝐷(𝜏) =
1

𝑉𝑒𝑓𝑓〈𝐶〉

1

(1 + (
𝜏
𝜏𝐷
))

1

√1 + (
𝑠
𝑢)

2

(
𝜏
𝜏𝐷
)

 
2.15 

Dabei ist Veff das betrachtete Volumen, 〈𝐶〉 die Konzentration und τD die Diffusionszeit des 

Moleküls durch den Fokus [17, 35, 36].  

Das Beobachtungsvolumen ist nicht scharf abgrenzbar bzw. exakt bestimmbar, da die Wer-

te von s und u bei den Distanzen gemessen werden, bei denen das Intensitätsprofil auf e-2 

seines Maximalwertes abgefallen ist. Daher ist es nicht exakt bestimmbar. 

Eine Abschätzung des Volumens kann mit Hilfe eines Moleküls berechnet werden, dessen 

Diffusionskoeffizient D bekannt ist. 
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𝜏𝐷 = 𝑠2/4𝐷 2.16 

Unter Verwendung von Gleichung 2.16 kann dafür der Radius des Volumens bestimmt 

werden. Die Diffusionszeit ist im Gegensatz zum Diffusionskoeffizienten keine Molekülei-

genschaft, sondern abhängig von der Größe des Detektionsvolumens. D wird beschrieben 

durch die Stokes-Einstein Gleichung und ist hauptsächlich abhängig von der Viskosität des 

Mediums η und dem hydrodynamischen Radius des Moleküls Rh: 

𝐷 =
𝑘𝑇

6𝜋𝜂𝑅ℎ
 2.17 

Weitere Parameter sind die Boltzmann-Konstante k und die Temperatur T [35]. 

Ein weiteres Diffusionsmodell ist die zweidimensionale Diffusion, wie sie z.B. bei der late-

ralen Membrandiffusion beobachtet wird. Für das planare Anregungsprofil p(r)2D gilt eine 

zweidimensionale Gauss-Verteilung: 

𝑝(𝑟)2𝐷 = 𝐼0𝑒𝑥𝑝[−2(𝑥
2 + 𝑦2)/𝑠2] 2.18 

Aus dieser ergibt sich die Datenanpassungsfunktion für die zweidimensionale Diffusion 

G(τ)2D: 

𝐺(𝜏)2𝐷 =
1

𝑉𝑒𝑓𝑓〈𝐶〉

1

1 + (
𝜏
𝜏𝐷
)
 2.19 

Das G(τ)2D Modell ist auch oft zulässig für die dreidimensionale Diffusion, da die x und y 

Komponenten des effektiven Volumens im Verhältnis zur z Komponente oft sehr klein 

sind. Somit wird der letzte Term in Gleichung 2.15 eins und die Gleichung 2.19 für die 

zweidimensionale Diffusion wird erhalten [35, 36]. 

Ein weiterer wichtiger Faktor bei der FCS ist die Anzahl der Teilchen, ausgedrückt durch 

N, die sich aktuell im Beobachtungsvolumen befindet. N sollte in einem Bereich zwischen 

0,1 und 1000 Molekülen liegen, d.h. die Lösung sollte eine Konzentration im unteren 

nM-Bereich haben, da mit ansteigender Teilchenzahl die Amplitude von G(τ) abnimmt und 

die relativen Fluoreszenzfluktuationen geringer werden [32]. N kann zum Zeitpunkt 𝜏 = 0 

bestimmt werden. Dann gilt für die zwei- und dreidimensionale Diffusion: 
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𝐺2𝐷/3𝐷(0) =
1

𝑉𝑒𝑓𝑓〈𝐶〉
=
1

𝑁
 2.20 

Die Teilchenzahl N ist also der Kehrwert von G(0). 

Die Diffusion von Molekülen ist nicht der einzige Prozess, der mit der FCS untersucht 

werden kann. Alle photophysikalischen Abläufe, X(τ)Kinetik, die reversibel zwischen einem 

fluoreszierenden und nicht-fluoreszierenden Zustand wechseln, können detektiert werden. 

Somit gilt folgendes Datenanpassungsmodell: 

𝐺(𝜏)𝑔𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡 = 𝐺(𝜏)𝐷𝑖𝑓𝑓𝑢𝑠𝑖𝑜𝑛𝑋(𝜏)𝐾𝑖𝑛𝑒𝑡𝑖𝑘 2.21 

Für X(τ)Kinetik gilt: 

𝑋(𝜏)𝐾𝑖𝑛𝑒𝑡𝑖𝑘 = 1 − 𝑇 + 𝑇𝑒
𝜏

𝜏𝐾𝑖𝑛𝑒𝑡𝑖𝑘  2.22 

Dabei ist T der Anteil der Moleküle an diesem Prozess und τKinetik dessen Relaxationszeit 

[17, 36]. 

2.3.2 PET-FCS 

Die Kombination des photoinduzierten Elektrontransfers mit der Fluoreszenzkorrelations-

methode (PET-FCS) ermöglicht die Untersuchung von Konformationsänderungen im Be-

reich ≤ 1 nm, da es in diesem Bereich zu einem Kontakt zwischen Fluorophor und 

Löschmolekül kommt [30]. Dieser ist interessant für die Betrachtung von Proteinen, Pepti-

den und DNS. 

Bei PET-FCS dienen die Aminosäure Tryptophan und die DNS-Base Guanin als Elektro-

nendonoren in der PET-Reaktion, da diese ein ausreichend geringes Oxidationspotential 

aufweisen, um einen Oxazin- oder Rhodaminfarbstoff mit entsprechendem Redoxpotential 

zu löschen [15]. 

Dazu müssen ein extrinsiches Fluorophor und ein Löschmolekül, Tryptophan oder Guanin, 

in dem zu untersuchenden Molekül so positioniert werden, dass diese in 

van-der-Waals-Kontakt kommen und PET stattfinden kann. Die daraus resultierenden Fluo-

reszenzfluktuationen können mit der FCS gemessen werden, falls diese innerhalb der Dif-
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fusionszeit τD stattfinden. Diese erscheinen als zusätzlicher Abfall in der Autokorrelations-

funktion G(τ). Die Relaxationszeit 𝜏𝐹 des Abfalls beinhaltet die Assoziationsrate k1 und die 

Dissoziationsrate k-1 des Fluorophors und des Löschmoleküls (Gleichung 2.23). 

𝜏𝐹 = 1/(𝑘1 + 𝑘−1) 2.23 

Bei Ringschlusskinetiken wird von einem Zweizustandsmodell ausgegangen, in dem das 

Fluorophor zwischen einem fluoreszierenden und einem dunklen Aus-Zustand wechselt. 

Für diesen Fall entspricht die Amplitude des Abfalls der Gleichgewichtskonstanten Keq, für 

die gilt: 

𝐾𝑒𝑞 = 
𝑘1
𝑘−1

 2.24 

Somit ist es möglich die Assoziations- und Dissoziationsrate von Moleküldynamiken zu 

bestimmen [15]. 

Voraussetzung dafür ist das Einbringen eines Löschmoleküls und eines Fluorophors in das 

Molekül. Bei Proteinen kann das Tryptophan über ortsspezifische Mutagenese an der ge-

wünschten Position eingebracht werden. Etwaige hinderliche native Tryptophane, d.h. die-

jenigen, die sich in Reichweite des Fluorophors befinden und mit diesem in Interaktion 

treten könnten, können durch genanntes Verfahren z.B. durch ein Phenylalanin ersetzt wer-

den [37]. Nach jeder Mutagenese sollte stets die Funktion des Proteins überprüft werden. 

Eine gängige Methode um ein Fluorophor ortsspezifisch an ein Protein zu koppeln ist die 

Thiolmodifikation eines Cysteins. Dieses kann über die ortsspezifische Mutagenese in das 

Protein eingeführt werden. In einer Markierungsreaktion kann das Cystein kovalent über 

einen Linker an das Fluorophor gekoppelt werden. Bei Vorhandensein von nativen Cystei-

nen muss sichergestellt werden, dass nur das eingebrachte Cystein markiert wird. Bei der 

Wahl des Farbstoffes sollte auf die Photostabilität sowie die Helligkeit geachtet werden [15]. 

Die Messung der modifizierten Proteine findet in wässrigen Puffern statt. Dabei sollte die 

Zugabe von organischen und chaotropen Substanzen vermieden werden, da diese die durch 

hydrophobe Kräfte getriebene 𝜋-gestapelte Komplexbildung zwischen Fluorophor und 

Löschmolekül verhindern [15]. 
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2.3.3 Zirkulardichroismusspektroskopie (CD-Spektroskopie) 

Die CD-Spektroskopie ist eine oft eingesetzte Methode zur Strukturuntersuchung von Pro-

teinen, Peptiden und DNS. Eingesetzt wird diese bei der Strukturaufklärung, Untersuchun-

gen zu Konformationsänderungen, zur Thermodynamik der Faltung und Entfaltung, bei 

Interaktionsstudien von Molekülen und bei Faltungskinetiken [38]. 

Licht kann nicht nur linear, sondern auch zirkular polarisiert sein. Bei zirkular polarisiertem 

Licht rotiert die Ausrichtung des elektrischen Feldes an einem bestimmten Punkt des Licht-

strahls mit der Zeit. Diese Rotation kann rechts- und linksherum auftreten, was als rechts- 

und linkszirkularpolarisiertes Licht bezeichnet wird [39, 40]. 

Bei der CD-Spektroskopie wird der Unterschied ∆𝐴 zwischen der Absorption von rechts- 

(AR) und linkszirkularpolarisiertem (AL) Licht gemessen (Gleichung 2.25). Dieser kann 

auch als Elliptizität Ɵ in Grad angegeben werden (Gleichung 2.26), wobei b und a die klei-

ne und die große Achse der resultierenden Ellipse sind [38, 41]. 

∆𝐴 = 𝐴𝐿−𝐴𝑅 2.25 

Ɵ = 𝑡𝑎𝑛−1(
𝑏

𝑎
) 2.26 

Tritt ein Unterschied auf, spricht man von Zirkulardichroismus. Voraussetzung dafür ist die 

Chriralität von Strukturelementen in den zu untersuchenden Molekülen. Chriralität heißt, 

dass sich Bild und Spiegelbild einer Struktur durch Drehung im dreidimensionalen Raum 

nicht zur Deckung bringen lassen können. Dies trifft z.B. auf α-Helices in Proteinen zu. 

Diese sind rechtsgängige Helices, da Proteine ausschließlich aus L-α-Aminosäuren aufge-

baut werden [42]. 

Als Lichtquelle in CD-Spektrometern wird meist eine Xenon-Lampe eingesetzt, die einen 

Spektralbereich von 178-1000 nm abdeckt. Um Schäden durch Ozonbildung an den opti-

schen Bauteilen im Gerät zu verhindern, wird der Sauerstoff durch Stickstoffbegasung ver-

drängt. Für verlässliche Messungen muss die Probe homogen und frei von Partikeln sein. 

Des Weiteren sollte die optische Dichte (OD) der Probe im zu messenden Wellenlängenbe-

reich nicht über eins liegen. Der Puffer sollte möglichst keine Absorption zeigen [38]. 



Theoretische Grundlagen 

 26

 

Bei der Untersuchung der Proteinsekundärstruktur ist die Licht absorbierende molekulare 

Komponente im fernen UV-Bereich (180-260 nm) die Peptidbindung. Das CD-Spektrum in 

diesem Wellenlängenbereich gibt Informationen über den Sekundärstrukturgehalt. Die cha-

rakteristischen α-Helixbanden liegen mit zwei Minima bei 222 nm und 208 - 210 nm und 

einem Maximum bei 190 nm. β-Faltblätter hingegen zeigen ein Minimum zwischen 216 –

 218 nm und ebenso ein Maximum bei 190 nm [43]. Aufschluss über die Tertiärstruktur von 

Proteinen liefert der nahe UV-Bereich von 260-320 nm. In diesem Wellenlängenbereich 

absorbieren die aromatischen Aminosäuren [38, 42].  

CD-Spektren liefern eine Überlagerung der Signale der einzelnen Strukturelemente, die im 

untersuchten Protein vorhanden sind. Eine genaue Zuordnung der Strukturelemente zu Ab-

schnitten im Protein ist nicht möglich. Eine weitergehende Analyse ist aber mit Hilfe von 

Dekonvolationsalgorithmen und Referenzdatenbanken durchführbar. Der Dichro-

Web-Server fasst fünf dieser Algorithmen auf einer Oberfläche zusammen, mit Zugang zu 

verschiedenen Referenzdatensätzen [44, 45]. 

In den Referenzdatenbanken befinden sich CD-Spektren von Proteinen bekannter Kristall-

struktur. Eine gute Datenbank deckt einen großen spektralen Bereich ab, hat eine große 

strukturelle Vielfalt, verwendet eine hohe Proteinstrukturqualität, eine genaue Proteinkon-

zentrationsbestimmung und hat gute Kalibrierungsmethoden [46]. Eine der möglichen Refe-

renzdatenbanken ist SP175 [47]. In dieser wurden die Proteine nach der CATH-

Klassifikation (Class, Architecture, Topology‚ Homologous Superfamily) so ausgewählt, 

dass diese die Vielfalt an Sekundärstrukturen in der „Protein Data Bank“ (PDB) widerspie-

geln. 

Einer der Analysealgorithmen ist CDSSTR, entwickelt von Johnson [48]. Dieser benötigt für 

eine Analyse acht Referenzproteine, die zufällig aus einem Referenzset ausgesucht werden. 

Der Vorgang wird wiederholt und es entsteht eine große Anzahl an Kombinationen aus acht 

Proteinen deren Ergebnisse mit Hilfe des SVD Algorithmus (singular value decomposition) 

und fünf SVD Komponenten erhalten werden [46]. 
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2.3.4 Stopped-Flow Spektroskopie 

Die Stopped-Flow Spektroskopie ist eine Technik, die es ermöglicht, die Geschwindigkei-

ten chemischer oder biologischer Reaktionen zu messen. 

 

Abbildung 2.7: Stopped-Flow-Technik 

Die Reaktionslösungen werden in den Spritzen 1 und 2 vorgelegt und gelangen über 

die Mischkammer in die Detektionsküvette, woraufhin der Fluss durch die Stoppsprit-

ze abrupt gestoppt wird und die Signaländerung über die Zeit verfolgt werden kann. 

Die Abbildung basiert auf Referenz [39]. 

 

Die Reaktanten werden bei der Stopped-Flow Methode in verschiedenen Spritzen vorgelegt 

(Abbildung 2.7). Von dort gelangen diese in einem bestimmten Verhältnis über eine 

Mischkammer in die Detektionsküvette. Der Fluss wird durch einen Kolben nach der De-

tektionsküvette abrupt gestoppt und die Reaktion kann über die Zeit (ms bis s) anhand der 

Absorption, Fluoreszenz, Lichtstreuung oder des CD-Signals beobachtet werden. Die Zeit-

auflösung wird dabei durch die Effektivität des Mischvorganges und die Totzeit des In-

strumentes bestimmt. Die Methode ist besonders interessant für biochemische Reaktionen, 

da nur kleine Volumina benötigt werden [49, 50]. 

2.4 Proteine 

2.4.1 Entstehung von Proteinen 

Proteine bestehen aus L-α-Aminosäuren. Sie werden unterteilt in proteinogene und nicht 

proteinogene Aminosäuren. Erstere sind 20 Aminosäuren, die für den Aufbau von Protei-

nen benötigt werden. Darunter sind die essentiellen und nicht essentiellen Aminosäuren, 
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d.h. diejenigen, die nicht vom Organismus selbst hergestellt werden können und mit der 

Nahrung zugeführt werden müssen, und die, die selber synthetisiert werden können [1]. 

Die Abfolge der Aminosäuren in einem Protein ist durch den genetischen Code, die Des-

oxyribonukleinsäure (DNS), festgelegt. Die DNS ist ein planares Molekül aus einem Zu-

cker, einem Phosphat und einer von vier Basen, wovon Adenin (A) und Guanin (G) zu den 

Purinen und Thymin (T) und Cytosin (C) zu den Pyrimidinen gehören. Diese Einheit wird 

als Nukleotid bezeichnet [1]. 

Während der Transkription wird die DNS in die „messenger“ Ribonukleinsäure (mRNS) 

umgeschrieben. Im Gegensatz zur DNS hat diese als Zucker keine Desoxyribose sondern 

eine Ribose, d.h. sie hat zusätzlich eine 2´-Hydroxylgruppe. Die Verknüpfung der Nukleo-

tide kann also nicht nur 5´3´erfolgen sondern auch 5´2´. Dies ist von Bedeutung im 

Spliceprozess in Eukaryoten und macht die DNS stabiler gegenüber der RNS. Des Weite-

ren ist die Base Thymin durch Uracil (U) ersetzt [1]. 

Die mRNS dient anschließend als Matrize während der Proteinsynthese, bezeichnet als 

Translation, am Ribosom. Hierbei transportiert die „transfer“ RNS (tRNS) aktivierte Ami-

nosäuren zum Ribosom. Diese werden basierend auf der mRNS-Sequenz über Peptidbin-

dungen, die auf Grund der Länge Doppelbindungscharakter haben, zwischen der α-

Carboxylgruppe und der α-Aminogruppe der darauffolgenden Aminosäure verknüpft (Pola-

rität: N-, C-terminus). Hierbei codieren immer drei Nukleotide, die ein Codon bilden, eine 

Aminosäure. Der Code ist nicht überlappend, aber degeneriert, d.h. die meisten Aminosäu-

ren werden durch mehrere Codons dargestellt [1].  

2.4.2 Proteinstruktur 

Die Proteinstruktur ist vorgegeben im genetischen Code, der sich in der Aminosäurenabfol-

ge, der Primärstruktur, widerspiegelt. Die proteinogenen Aminosäuren haben sehr unter-

schiedliche Eigenschaften: apolar, polar und geladen, wodurch diese die Proteinstruktur 

maßgeblich beeinflussen können. 
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Die Sekundärstruktur von Proteinen ist gekennzeichnet durch Strukturelemente wie α-

Helices, β-Faltblätter, β-Kehre („Turn“) und ungeordnete Bereiche. In diesen Strukturmoti-

ven ist eine Tendenz zu einer bestimmten Aminosäurezusammensetzung zu erkennen [51]. 

Bei α-Helices liegt das Proteinrückgrat im Inneren und die Seitenketten zeigen nach außen. 

Stabilisiert wird die Struktur durch die Ausbildung von Wasserstoffbrückenbindungen (H-

Brücken) zwischen der CO-Gruppe an Position n in der Primärstruktur, die als H-Akzeptor 

fungiert, und der NH-Gruppe an Position n+4, dem H-Donor. Eine Drehung der Helix ist 

nach 3,6 Aminosäuren vollzogen. Da Proteine aus L-Aminosäuren bestehen, kommen in 

Proteinen ausschließlich rechtsgängige Helices vor [1]. 

Im β-Faltblatt werden zwei oder mehrere nebeneinander liegende Aminosäurestränge durch 

H-Brücken stabilisiert. Dabei können die Stränge beim parallelen β-Faltblatt die gleiche 

oder beim antiparallelen die entgegengesetzte Orientierung haben. Bei Letzterem sind je-

weils gegenüberliegende CO- und NH-Gruppen über H-Brücken verbunden, wobei beim 

parallelen β-Faltblatt die Carboxylgruppe mit einer zwei Reste weiter liegenden Amino-

gruppe verbunden ist [1]. 

In der β-Kehre, auch als Haarnadelkurve bezeichnet, wird eine H-Brücke zwischen der 

Carboxylgruppe des Aminosäurerestes n und der Aminogruppe n+3 ausgebildet und stabili-

siert. Die β-Kehren liegen oft an der Oberfläche von Proteinen, genauso wie die in ihrer 

Struktur unregelmäßigen Schleifen [52]. 

Die Anordnung, Stabilisierung und Ausrichtung der Sekundärstrukturelemente durch Disul-

fidbrücken und andere, z.B. elektrostatische, polare oder hydrophobe Wechselwirkungen, 

wird Tertiärstruktur genannt. Viele Proteine sind erst in einem Komplex aus mehreren Pro-

teinen funktional, der als Quartärstruktur bezeichnet wird [1]. 

2.4.3 Proteinfaltung  

Die Faltung von Proteinen in die richtige funktionale Konformation ist schon lange Gegen-

stand der Forschung. Eine fehlerhafte Faltung kann gravierende Folgen wie Alzheimer, 

Diabetes Typ II oder BSE haben [1, 53]. 
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Die Faszination der Proteinfaltung kommt schon 1969 im Levinthal Paradox [5] zum Aus-

druck. In diesem postulierte Cyrus Levinthal, dass sich Proteine innerhalb von Mikrose-

kunden bis Sekunden in die richtige Konformation falten können. Wäre dies ein zufälliger 

Prozess, würde es „länger als die Entstehung des Universums“ dauern. 

Für das Erreichen der funktionalen nativen Proteinstruktur gibt es unterschiedliche Model-

le. Das Nukleationswachstumsmodell beschreibt die Faltung als sehr schnellen Prozess oh-

ne detektierbare Zwischenzustände. Den Start der Faltung bedingt dabei die Entstehung 

eines Nukleationsursprunges, von dem aus sich die native Struktur bildet [6]. Nach dem 

Framework- und dem Diffusions-Kollisions-Modell hingegen bilden sich zuerst Sekun-

därstrukturen aus, die sich in einem nächsten Schritt zu einer kompakten Tertiärstruktur 

zusammenlagern. Beim Faltungsmodell des hydrophoben Kollaps nimmt das Protein auf 

Grund des hydrophoben Effektes zuerst eine kompakte Form an, wodurch die möglichen 

Konformationen eingeschränkt sind und so eine schnelle Faltung des Proteins in den nati-

ven Zustand stattfinden kann [7]. 

Die Faltung vieler Proteine kann jedoch besser über eine Kombination aus Framework- und 

hydrophoben Kollaps Modell beschrieben werden, dem Nukleations-Kondensations-

Mechanismus. Dabei dient oft vorhandene Reststruktur in denaturierten Proteinen als Fal-

tungsursprung. Daraus bilden sich Sekundärstrukturen, die durch weitreichende Wechsel-

wirkungen (Tertiärinteraktionen) im Übergangszustand stabilisiert werden. Aus dem schon 

sehr strukturierten und kompakten Übergangszustand geht das Protein dann in den nativen 

Zustand über, der gekennzeichnet ist durch die niedrigste freien Energie („energy landscape 

theory“) [10]. Mit Hilfe dieses Modells kann sowohl die Zweizustandsfaltung von Proteinen 

über einen Übergangszustand, sowie auch die hierarchische Faltung erklärt werden. Bei 

letzterer sind die Sekundärstrukturen stabiler, sodass sich über verschiedene Zwischenzu-

stände der native Zustand bildet [7, 54]. 

Ein entscheidender Faktor bei der Proteinfaltung ist das Medium, in dem sich Proteine fal-

ten. Hierbei handelt es sich immer um wässrige Lösungen. Wasser ist ein polares kohäsives 

Lösungsmittel mit einer hohen Dielektrizitätskonstante. Dadurch kann eine Hydrathülle um 

geladene Moleküle gebildet werden, die das Protein stabilisieren. In Proteinen kommen 

nicht nur polare Seitenketten vor, sondern genauso unpolare. Unpolare Seitenketten können 
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jedoch nicht über Ionenbindungen oder H-Brücken mit dem Wasser in Wechselwirkung 

treten, was den Kontakt mit Wasser energetisch ungünstig ausfallen lässt. Deswegen spielt 

der hydrophobe Effekt eine wichtige Rolle bei der Proteinfaltung, d.h. die ungeladenen Sei-

tenketten werden in das Innere des Proteins und die geladenen in das Äußere der Protein-

struktur gefaltet. Aus Sicht der Entropie ist diese Konformation günstiger, da die Wasser-

moleküle eine geordnetere Struktur um das entfaltete Protein einnehmen als um die gefalte-

te Struktur. Somit ist der zweite Hauptsatz der Thermodynamik erfüllt [1]. 

2.4.4 Protein-Protein Assoziation 

Bei der Protein-Protein Assoziation verbinden sich zwei oder mehrere Proteine zu einem 

funktionalen Proteinkomplex. Die meisten Proteine befinden sich bei der Assoziation be-

reits in der nativen Struktur. Eine Ausnahme bilden die intrinsisch ungeordneten Proteine 

(IDPs), die sich erst nach der Bindung des Liganden falten. Eventuell ermöglicht dies eine 

schnellere Bindung oder ist Teil der Zellfunktionsregulation [55]. 

Das „Schlüssel-Schloss-Prinzip“ [12] der Protein-Protein Assoziation besagt, dass die Struk-

turen der interagierenden Proteine genau zueinander passen und dies eine Bindung ermög-

licht. Dem gegenüber steht die „induced fit“ [13] Theorie, bei dem sich auf die Bindung des 

Liganden hin die funktionale Proteinkonformation bildet. Beide Modelle gehen von starren 

Proteinstrukturen aus und berücksichtigen nicht die für die Funktion wichtigen Dynamiken 

innerhalb von Proteinen. Anders jedoch das „conformational selection“ Modell, bei dem 

der Ligand aus allen existierenden Proteinkonformationen diejenige „aussucht“, an welche 

er binden kann und so eine Populationsverschiebung zu dieser Form bewirkt. Eventuell 

schließt sich daran noch ein „induced fit“ Schritt an [14]. 

Die Geschwindigkeit der Protein-Protein Assoziation ist oft sehr wichtig. Eine schnelle 

Assoziation erhöht dabei die Bindungsaffinität des Proteinkomplexes. Dies ist auch mög-

lich über eine langsame Dissoziationsrate, die allerdings häufig in Signalkaskaden nicht 

vorteilhaft sind [56, 57]. Protein-Protein Assoziationsraten liegen meistens in einem Bereich 

von 103 – 109 M-1s-1. Die basale Ratenkonstante der Assoziation über Diffusion wurde von 

Smoluchowski auf 6 x 109 M-1s-1 bestimmt. Bei der Berechnung wurde indessen nicht be-
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rücksichtigt, dass eine richtige Ausrichtung der Bindungspartner zueinander für eine Asso-

ziation notwendig ist. Dadurch verlangsamt sich die basale Ratenkonstante auf 105 – 106 M-

1s-1. Elektrostatische Wechselwirkungen zwischen Proteinen können die Assoziationsrate 

jedoch, z.B. durch die richtige Orientierung der Bindungspartner, auf 108 – 109 M-1s-1 be-

schleunigen [56, 57]. 

Bei der Protein-Protein Assoziation wird davon ausgegangen, dass sich zuerst in einem 

diffusionslimitierten Schritt ein Übergangskomplex bildet, der schon nahezu die native 

Ausrichtung und den Abstand der Moleküle zueinander hat. In einem zweiten reaktionskon-

trollierten Schritt werden weitere Bindungen ausgebildet und das restliche Wasser aus der 

oft hydrophoben Bindungsgrenzfläche verdrängt und schließlich der native Komplex gebil-

det (Gleichung 2.27). Ist die Rate kb, mit welcher der Übergangskomplex A*B der Pro-

teinassoziation in den nativen Komplex AB übergeht deutlich kleiner als die Dissoziations-

rate kd, mit welcher der Übergangskomplex wieder auseinander diffundiert, ist die Assozia-

tion reaktionslimitiert. Im diffusionslimitierten Fall ist kd der Übergangskomplexbildung 

deutlich kleiner als kb und es bildet sich sofort der native Komplex [56]. 

𝐴 + 𝐵
𝑘𝑑
← 

𝑘𝑎
→ 𝐴 ∗ 𝐵

𝑘𝑏
→𝐴𝐵 2.27 

Zur Stabilisierung von Komplexen können hydrophobe Wechselwirkungen, elektrostatische 

Interaktionen, die Ausbildung von Salzbrücken, van-der-Waals Kräfte sowie H-Brücken 

beitragen [57]. 

2.4.5 Dynamiken innerhalb von Proteinen 

Lange Zeit wurde angenommen, dass Proteine starre Strukturen in ihrer nativen funktiona-

len Konformation sind. Diese Annahme wurde jedoch widerlegt durch die Betrachtung von 

Proteinstrukturen über die Zeit mit der Erkenntnis, dass Dynamiken innerhalb von Protei-

nen deren Funktion maßgeblich bestimmen [11]. 

Die möglichen Konformationen, die ein Protein einnehmen kann, und die Energiebarrieren 

die diese voneinander trennen, können mit Hilfe eines multidimensionalen „energy lands-

cape“ beschrieben werden [11, 58, 59]. Die Konformationsänderungen zwischen Strukturen mit 
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unterschiedlicher freier Energie finden dabei auf verschiedenen Zeitskalen statt. Dynami-

ken von großen Domänen im µs-Bereich und langsamer, sogenannte „tier-0“ Dynamiken, 

beschreiben Fluktuationen zwischen einer meist geringen Anzahl an Zuständen, die durch 

hohe Energiebarrieren voneinander getrennt sind. Innerhalb der „tier-0“ Zustände sind die 

Proteine jedoch nicht starr, sondern fluktuieren auf schnelleren Zeitskalen zwischen einer 

großen Anzahl an Zuständen, getrennt durch geringe Energiebarrieren. Dabei gibt es die 

„tier-1“ Dynamiken, die Ring- bzw. Schleifenbewegungen im Protein im ns-Bereich be-

schreiben. Des Weiteren existieren atomare Fluktuationen, wie z.B. Seitenkettenrotationen. 

Diese finden im ps-Bereich statt und werden als „tier-2“ Dynamiken deklariert. Bin-

dungschwingungen im fs-Bereich und andere Bewegungen auf schnelleren Zeitskalen wer-

den höheren „tier“ Zuständen zugeordnet [11, 58]. 

Die Schwierigkeit bei der Beschreibung von Dynamiken innerhalb von Proteinen besteht 

jedoch darin, die durch die Struktur vorgegebenen Bewegungen und die daraus resultieren-

den Zustände zu identifizieren und festzustellen, ob diese die Funktion des Proteins beein-

flussen. Dies gestaltet sich einfacher, wenn die Funktion des Proteins bereits bekannt ist [60]. 

2.5 Untersuchte Proteine 

2.5.1 Die Bindungsdomäne eines Multienzymkomplexes – BBL 

BBL gehört zu der Familie der peripheren Untereinheitsbindungsdomänen (englisch: peri-

pheral subunit-binding domain, PSBD) des 2-oxo-acid Dehydrogenasekomplexes [61]. Die-

ser Multienzymkomplex, der 2012 Molekül des Monats der PDB war [62], verbindet die 

Glykolyse mit dem Citratzyklus durch Umsetzung von Pyruvat in Acetyl-Coenzym-A, 

Kohlendioxid und NADH(H+) [63]. Zusammengesetzt ist der Multienzymkomplex aus drei 

wesentlichen katalytischen Komponenten: der Pyruvatdehydrogenase (E1), der Dihydroli-

poamidacetyltransferase (E2), und der Dihydrolipoamiddehydrogenase (E3) [63] (siehe Ab-

bildung 2.8 A). Die Bindungsdomäne BBL hat in dem Enzymkomplex die Funktion die E3 

an die ikosaedrische E2 zu binden [64]. 
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Abbildung 2.8: 2-oxo-acid Dehydrogenasekomplex mit der Bindungsdomäne BBL 

(A) Der 2-oxo-acid Dehydrogenasekomplex (die Abbildung basiert auf Referenz [62]) 

bestehend aus drei verschiedenen Enzymen (E1, E2, E3), verbunden zu einem großen 

funktionalen Komplex. Die Bindungsdomäne BBL ist in pink dargestellt und verbindet 

E3 mit E2. (B) Kristallstruktur von BBL (pdb: 2bth). 

 

Die aus mesophilen Bakterien stammende und 47 Reste lange, sich ultraschnell faltende 

Bindungsdomäne BBL ist aus zwei α-Helices aufgebaut, die über eine Schleife verbunden 

sind (siehe Abbildung 2.8 B). Bezüglich des Mechanismus der Faltung in die native Kon-

formation gibt es zwei postulierte Wege, die hochkontrovers diskutiert werden. Der erste 

beschreibt die Faltung als abwärtsgerichteten Prozess („downhill folding“), bei dem der 

Strukturanteil in BBL vom denaturierten bis hin zum nativen Protein kontinuierlich zu-

nimmt [65, 66]. Für diese Theorie spricht eine große Spanne an gemessenen Schmelztempera-

turen Tm in thermischen Denaturierungsexperimenten [65]. Der zweite beschreibt BBL als 

Protein, das über einen kooperativen Zweizustandsmechanismus faltet [61, 67, 68]. Hierbei 

entsteht über den Nukleationskondensationprozess ein strukturierter Zwischenzustand von 

dem aus das ultraschnelle Faltungsprotein BBL in den nativen Zustand gelangt. Dies bele-

gen Einzelmolekülexperimente [69], da sich ein Gleichgewicht zwischen dem nativen und 

denaturierten Protein, getrennt über die Energiebarriere des Zwischenzustandes, einstellt, 

was ein Hinweis auf die Kooperativität des Faltungsmechanismus ist. 
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Das ultraschnelle Faltungsprotein BBL wechselt innerhalb von 3-5 µs in den nativen Zu-

stand. Für die hohe Geschwindigkeit könnte die Reststruktur im entfalteten Protein verant-

wortlich sein [61, 70]. 

2.5.2 Die N-terminale Domäne eines Spinnenseidenproteins 

Die Spinnenseidenfaser gehört zu den stärksten bekannten Naturstoffen. Diese vereint hohe 

Reißfestigkeit mit Elastizität bei sehr geringem Gewicht. Diese Eigenschaften machen die 

Spinnenseidenfaser hoch interessant für die Materialforschung [71, 72]. 

Die Spinnenseidenfaser setzt sich aus Proteinen, den sogenannten Spidroins, die aus einem 

mittleren Segment und den zwei flankierenden terminalen Domänen bestehen, zusammen. 

Dem mittleren Teil werden die mechanischen Eigenschaften zugeordnet. Dieser besteht aus 

etwa 3500 Resten aus sich wiederholenden poly A und poly GA Sequenzen, die durch 

GGX oder GPGXX Wiederholungen separiert werden. Dieser Teil der Spinnenseidenfaser 

variiert je nach Faserart und Spinnenspezies, wohingegen die terminalen Domänen hoch-

konserviert sind und für die Wasserlöslichkeit und die Ausbildung des Seidenfadens ver-

antwortlich sind [73-75]. 

Spinnen können bis zu sieben verschiedene Fasertypen mit unterschiedlichen Eigenschaften 

herstellen. Diese werden nach der Drüse benannt, in der die Spidroins sekretiert werden, 

z.B. MaSP1 für „Major ampullate Spidroin 1“ [76]. Nach der Sekretion werden die Spidroins 

in der Ampulla in Konzentrationen von bis zu 50 % (w/v) gespeichert. Dabei lagern sich 

diese in micellenartigen Strukturen zusammen, wobei die polaren terminalen Domänen 

außen und der repetitive Mittelteil im Inneren angeordnet sind. Die C-terminalen Domänen 

(CTD), bestehend aus etwa 110 Resten, sind hier in paralleler Ausrichtung über Disulfid-

brücken mit je einer weiteren CTD zu Dimeren verbunden (Abbildung 2.9). Bei Bedarf an 

Spinnenseidenfaser gelangen die Spidroins aus der Ampulla in den Spinnkanal. Direkt am 

Anfang des Kanals fällt der pH-Wert von sieben auf sechs ab und erreicht gegen Ende 

pH 5. Des Weiteren ändert sich die Salzzusammensetzung: Natriumchlorid wird durch Ka-

lium- und Phosphationen ersetzt. Diese Veränderungen bewirken, dass die N-terminale 

Domäne (NTD, ~ 130 Reste) in antiparalleler Orientierung dimerisiert (Abbildung 2.10) 
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[77]. Die Anordnung der NTDs zueinander resultiert aus einem makromolekularen Dipol, 

der parallel zu den α-Helices, auf Grund der Verteilung der geladenen Aminosäuren auf 

gegenüberliegende Seiten, entsteht [78]. Der Assoziationsprozess wird über einen „Trap-and-

Trigger“ Mechanismus [79] und einen Dreistufenprozess [80] beschrieben. 

 

Abbildung 2.9: Ausbildung des Spinnenseidenfadens auf Grund der Assoziation der NTD 

(A) Die Spidroine werden in der Ampulla (a) der Spinndrüse gelagert. Von dort gelangen diese bei 

Bedarf an Spinnenseidenfaser in einen sich verjüngenden Kanal (b), in dem sich die Salzzusammen-

setzung ändert, Scherkräfte wirken und der pH-Wert von pH 7 (blau) auf pH 6 (rot) sinkt. Das Ende 

des Kanals (c) verlassen die Spidroine als feste Spinnenseidenfaser (graue Linie). (B) Spidroine 

bestehen aus großen zentralen repetitiven Elementen und einer C-terminalen (CTD) und N-

terminalen (NTD) Domäne. Bei pH 7 (blau) liegen die CTDs als permanente parallele Dimere vor, 

während die NTDs ungebunden sind. Bei dem Wechsel des pH-Wertes auf pH 6 (rot) dimerisieren 

die NTDs in antiparalleler Orientierung. 

 

Neben den Änderungen im pH-Wert und der Salzzusammensetzung im Spinnkanal wird 

der Lösung Wasser entzogen und es wirken Scherkräfte auf die Spidroins, was zur Ausbil-

dung des kompletten Spinnenseidenfadens führt. Die Scherkräfte bewirken, dass der repeti-

tive Mittelteil der Spidroins seine zufällige Anordnung („random coil“) in unlösliche 

β-Faltblätter ändert. Zur Vorausrichtung dienen dabei die dimerisierten CTDs, deren Disul-

fidverbindungen bei diesem Prozess gelockert werden [81]. 

Von großem Interesse bei dem Spinnprozess ist die NTD, der sogenannte pH-Schalter, da 

dieser eine Schlüsselrolle bei der Entstehung der Faser zu haben scheint. Die NTD besteht 
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aus fünf α-Helices. Die Bindungskontaktfläche bilden Helices zwei, drei und fünf. Die ge-

ladenen Aminosäuren sind hauptsächlich hier lokalisiert [77, 78]. 

 

Abbildung 2.10: Kristallstruktur der Spinnenseiden-NTD 

Die NTD dimerisiert auf eine pH-Änderung von 7 auf 6 hin in anti-

paralleler Orientierung auf Grund der entgegengesetzten Ladungs-

verteilung (δ+, δ-) Die monomeren Kristallstrukturen der NTDs sind 

in grün und gelb dargestellt (pdb: 3lr2). 

 

 

2.5.3 Die Ligandenbindungsdomäne eines Glutamatrezeptors 

Glutamatrezeptoren (GluR) sind ligandengesteuerte Ionenkanäle, die hauptsächlich im Ner-

vensystem exprimiert werden. Dort wird die schnelle, exzitatorische synaptische Signalwei-

terleitung überwiegend durch Glutamat vermittelt. Dieses wird an der Präsynapse freige-

setzt und bindet postsynaptisch an einen GluR, woraufhin ein von diesem gesteuerter katio-

nenselektiver Kanal öffnet und die postsynaptische Zelle depolarisiert. Die Aktivierung der 

glutamatgesteuerten Membranrezeptoren wird mit Lernprozessen und Erinnerungsvorgän-

gen in Verbindung gebracht. Bei Fehlfunktion der GluRs treten Krankheiten wie Epilepsi, 

Parkinson und Alzheimer auf [82-85]. 
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Abbildung 2.11: Schematischer Aufbau von GluRs 

GluRs bestehen aus drei Transmembrandomänen (M1, M3, M4), einer in die 

Membran ragenden Schleife (M2), die den Ionenkanal bildet, der N-

terminalen Domäne (NTD), der C-terminalen Domäne (CTD) und der Ligan-

denbindungsdomäne (LBD). Letztere wird aus der S1 und der S2 Schleife 

gebildet. Die schwarzen Kreuze kennzeichnen die Schnittstellen, um die 

isolierte LBD, bestehend aus den Domänen D1 und D2, zu erhalten. Die 

Abbildung basiert auf Referenz [85]. 

 

GluRs werden abhängig von deren Spezifität in drei Kategorien eingeteilt: die AMPA- ((S)-

α-Amino-3-hydroxy-5-methyl-4-isoxazolpropionsäure)  (GluR1-4), die Kaina-

te- ((2S,3S,4S)-3-(Carboxymethyl)-4-prop-1-en-2-ylpyrrolidin-2-carboxysäure) (GluR5-7) 

und die NMDA-Rezeptoren (N-Methyl-D-Aspartat) (GluN1-3) [83]. Jeder der GluRs ist aus 

drei Transmembrandomänen (M1, M3, M4), einem von der intrazellulären Seite in die 

Membran ragenden Schleife (M2), die den Ionenkanal bildet, einem extrazellulären N-

Terminus und einem intrazellulären C-Terminus aufgebaut (Abbildung 2.11). Vier dieser 

Strukturen lagern sich zu einem Dimer aus Dimeren, einem tetrameren Gesamtrezeptor, 

zusammen (Abbildung 2.12 A) [86]. Die Ligandenbindungsdomäne (LBD) liegt extrazellulär 

und wird von zwei globulären Domänen, S1 und S2, gebildet. Die S1 ist zwischen der N-

terminalen Domäne (NTD) und M1 lokalisiert, die S2 in der Schleife zwischen M3 und 

M4. Die Funktion der NTD ist bis jetzt noch nicht vollständig verstanden, diese ist aber 

vermutlich von regulatorischer Natur [83, 85, 87]. 
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Abbildung 2.12: Aktivierung des GluR2 

(A) Kristallstruktur des tetrameren GluR2 (pdb: 3kg2), bestehend aus der Transmembrandomäne 

(TMD), der Ligandenbindungsdomäne (LBD) und der N-terminalen Domäne (NTD) (B) Bei der Akti-

vierung des Rezeptors bindet L-Glu (pinker Kreis) an die D1, woraufhin sich die LBD durch eine Auf-

wärtsbewegung der D2 schließt und der aktivierte Rezeptor den Ionenkanal öffnet. Bei anhaltender 

Bindung des L-Glu geht der Rezeptor durch Abwärtsbewegung der D1 und Umordnung der Dimerkon-

taktfläche in einen geschlossenen desensitisierten Zustand über. Aus der offenen aktiven Form kann der 

Rezeptor durch Freisetzung des L-Glu jedoch auch in die inaktive Konformation übergehen. Der Über-

sicht halber wurde die NTD nicht dargestellt. Die Abbildung basiert auf Referenz [85]. 

 

Die Ligandenbindungsstelle der LBD liegt in einer Tasche zwischen der D1 und der D2 

Domäne. Die unterschiedlichen Affinitäten der LBDs für bestimmte vollständige Agonis-

ten, partielle Agonisten und Antagonisten werden durch Aminosäuren an Schlüsselpositio-

nen in der Bindungstasche festgelegt. Bindet Glutamat an die Ligandenbindungsstelle, be-

wegt sich die D2 Domäne in Richtung der D1 Domäne und die LBD nimmt eine geschlos-

sene Konformation ein, woraufhin sich die Kanalpore öffnet (Abbildung 2.12 B). Der ge-

schlossene Zustand wird nicht nur durch die Ligandenbindung stabilisiert, sondern auch 

durch Wechselwirkungen zwischen den Domänen. Aus der offenen aktiven Konformation 

kann der Rezeptor durch die Freisetzung des L-Glu wieder in die geschlossene inaktive 

Form oder durch anhaltende Bindung des L-Glu und die Veränderung der Dimerverbin-

dungen durch die Abwärtsbewegung der D1 in die geschlossene desensitisierte übergehen. 

Bei der Desensitisierung wird die Bindung von L-Glu mit der Aktivierung entkoppelt [85, 88, 

89]. 

Die GluRs sind Membranproteine, wodurch sich diese als Gesamtrezeptor nur schwer in 

Lösung exprimieren lassen. Zur isolierten Betrachtung der LBD (Abbildung 2.13) wurde 
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die Sequenz der S1 Domäne über eine Verknüpfungssequenz direkt an die S2 Domäne klo-

niert (Abbildung 2.11). Die so gesondert exprimierbare LBD verfügt über die gleichen Lig-

andenbindungseigenschaften wie der Gesamtrezeptor [89]. 

 

Abbildung 2.13: Kristallstruktur der GluR2-LBD 

Kristallstruktur der isolierten GluR2-LBD in der apo-Form (pdb: 

1fto). 
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3. Material und Methoden 

In diesem Kapitel werden die Probenherstellung sowie die verwendeten Messinstrumente 

mit der dazugehörigen Probenpräparation und der Datenauswertung beschrieben. Alle Rea-

genzien, die keine Herstellerkennzeichnung aufweisen, wurden bei Sigma erworben. 

3.1 Synthese der isolierten Proteindomänen 

In diesem Abschnitt wird die Proteinexpression und –aufreinigung von BBL, der Spinnen-

seiden-NTD und der GluR2-LBD, sowie die spezifische Farbstoffkopplung an die Proteine 

beschrieben. Die Protokolle der Kulturmedien, Primersequenzen sowie Chromatogramme 

und Proteingele der einzelnen Aufreinigungsschritte befinden sich im Anhang (Kapi-

tel 10.1, Kapitel 10.3, Kapitel 10.4). 

3.1.1 Proteinexpression, -aufreinigung und Farbstoffmarkie-

rung der Bindungsdomäne BBL 

Der modifizierte pRSET-A Vektor (Invitrogen) wurde über Hitzeschocktransformation 

(Kapitel 10.2) in Bakterien des kompetenten E. coli-stammes C41 (DE3) (GeneArt, Life 

Technologies) eingebracht und auf 2-fach Trypton-Hefe (2TY)-Ampicillin (Amp)-

Kulturplatten über Nacht bei 37 °C inkubiert. Der Vektor enthält das Gen von BBL aus E. 

coli mit einem N-terminalen His6-Tag, gefolgt von dem Fusionsprotein GroEl und einer 

Thrombinschnittstelle. 100 ml 2TY-Startkulturen mit 100 µg/ml Amp (Melford) wurden 

durch Inokulation einer Bakterienkolonie angesetzt und über Nacht bei 37 °C im Schüt-

telinkubator inkubiert. Die 800 ml 2TY-Hauptkulturen mit 100 µg/ml Amp wurden durch 

inokulieren von 8 ml Startkultur angesetzt und bei 37 °C bis zu einer OD600 von 0,6 - 0,8 im 

Schüttelinkubator inkubiert, woraufhin die Induktion mit 1 mM Isopropyl-β-D-

thiogalactopyranosid (IPTG; Melford) erfolgte und die Absenkung der Temperatur auf 

18 °C für ~ 20 h. Das Bakterienpellet wurde durch Abzentrifugation für 10 min bei 
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5000 rpm erhalten und anschließend für die Ultraschallhomogenisierung (10 s Puls, 20 s 

Pause, Gesamtpulsdauer: 2:30 min; QSONICA) in Nickel-Nitrilotriessigsäure-  (Ni-NTA) 

Chromatographiepuffer (50 mM Phosphat (Pi), 30 mM Imidazol, pH 8) mit Lysozym 

(0,3 mg/ml), einer Ethylendiamintetraacetat (EDTA) freien Proteaseinhibitortablette (Ro-

che) und DNAse (20 µg/ml) resuspendiert. Nach dem Bakterienaufschluss wurde das Ho-

mogenisat für 1 h bei 15000 rpm zentrifugiert. Das Lysat wurde über die Ni-NTA Chroma-

tographie (Ni Sepharose 6 Fast Flow; GE Healthcare) aufgereinigt (Eluationspuffer: 50 mM 

Pi, 300 mM Imidazol, pH 8), gefolgt vom Thrombinverdau über Nacht bei Raumtemperatur 

zur Entfernung des His6-Tag. Die Probe wurde 1:10 mit Wasser verdünnt, der pH-Wert auf 

6 eingestellt und 5 mM Dithiothreitol (DTT; Melford) hinzupipettiert für die anschließende 

Kationenaustauschchromatographie (HS/20 16x100; Poros, Gradient: in 20 min auf 30 % 

Puffer B; Puffer A: 20 mM 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure (MES), pH 6, 1 mM DTT; 

Puffer B: 20 mM MES, Ionenstärke (IS) 1 M Natriumchlorid (NaCl), 1 mM DTT). Protein-

haltige Fraktionen wurden gefriergetrocknet und für die folgende Größenausschlusschro-

matographie (SEC;HiLoad 26/60 Superdex 30 Säule, GE Healthcare) in 5 ml Wasser mit 

5 mM DTT aufgenommen. Der SEC-Puffer (200 mM Ammoniumbicarbonat) wurde mit 

Argon begast. Es folgte eine erneute Gefriertrocknung mit anschließender Lagerung bei -

20 °C. Die Einzelpunktmutanten (Abbildung 3.1) wurden nach dem QuikChange Muta-

geneseprotokoll von Stratagene hergestellt. 

Für die Farbstoffkopplung wurden die Cysteinmutanten in 50 mM 3-(N-Morpholino)-

Propansulfonsäure (MOPS) pH 7,5 mit 6 M Guanidiniumchlorid (GndCl), einem 5-fach 

molaren Überschuss an Farbstoff ATTO Oxa11 (ATTO TEC) und 10-fach molaren Über-

schuss an Tris(2-carboxyethyl)phosphin (TCEP) für 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. 

Farbstoffgekoppeltes Protein wurde von freiem Fluorophor über eine SEC (Sephadex G25; 

GE Healthcare) isoliert, gefriergetrocknet und über die Hochleistungsflüssigkeitschromato-

graphie (HPLC, Puffer A: Wasser (H2O), 0,1 % Trifluoressigsäure (TFA); Puffer B: Aceto-

nitril, 0,1 % TFA; Methode: in 30 min auf 30 % Puffer B, dann in 35 min auf 47,5 % Puffer 

B; Kinetex 2.6u PFP 100A, Phenomenex) erneut aufgereinigt. Eine Überprüfung der Identi-

tät der einzelnen Punktmutanten fand über Massenspektrometrie statt. 
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Abbildung 3.1: Mutationen in BBL 

Dargestellt ist die Aminosäuresequenz von BBL im Einbuchstabencode In Rot markiert sind die Einzel-

punktmutationen A130C, L158G und H166W, die in jeder der weiteren Einzelpunktmutanten (blau) enthalten 

waren. 

 

3.1.2 Proteinexpression, -aufreinigung und Farbstoffmarkie-

rung der N-terminalen Domäne eines Spinnenseidenpro-

teins 

Der modifizierte pRSET-A Vektor (Invitrogen) wurde über Hitzeschocktransformation 

(Kapitel 10.2) in Bakterien des kompetenten E. coli-stammes C41 (DE3) (GeneArt, Life 

Technologies) eingebracht und auf 2TY-Amp-Kulturplatten über Nacht bei 37 °C inkubiert. 

Der Vektor enthält das Gen der NTD des Spidroin 1 der großen ampullenförmigen Drüse 

der Raubspinne E. australis mit einem N-terminalen His6-Tag, gefolgt von einer Thrombin-

schnittstelle. 100 ml 2TY-Startkulturen mit 100 µg/ml Amp (Melford) wurden durch Inoku-

lation einer Bakterienkolonie angesetzt und über Nacht bei 37 °C im Schüttelinkubator in-

kubiert. Die 800 ml 2TY-Hauptkulturen mit 100 µg/ml Amp wurden durch inokulieren von 

8 ml Startkultur angesetzt und bei 37 °C bis zu einer OD600 von 0,6 - 0,8 im Schüttelinku-
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bator inkubiert, woraufhin die Induktion mit 1 mM IPTG (Melford) erfolgte und die Ab-

senkung der Temperatur auf 18 °C für ~ 20 h. Das Bakterienpellet wurde durch Abzentrifu-

gation für 10 min bei 5000 rpm erhalten und anschließend für die Ultraschallhomogenisie-

rung (10 s Puls, 20 s Pause, Gesamtpulsdauer: 2:30 min, QSONICA) in Ni-NTA Puffer 

(50 mM Pi, 30 mM Imidazol, pH 8) mit Lysozym (0,3 mg/ml) und DNAse (20 µg/ml) re-

suspendiert. Nach dem Bakterienaufschluss wurde das Homogenisat für 1 h bei 15000 rpm 

zentrifugiert. Das Lysat wurde über die Ni-NTA Chromatographie (Ni Sepharose 6 Fast 

Flow; GE Healthcare) aufgereinigt (Eluationspuffer: 50 mM Pi, 300 mM Imidazol, pH 8), 

gefolgt vom Thrombinverdau zur Entfernung des His6-Tag für 2 h bei 37 °C und anschlie-

ßender Dialyse (Dialysierschlauch, Spectra/Por 7 RC, MWCO: 1000) über Nacht im Ionen-

austauschpuffer (Puffer A: 20 mM MES, pH 6; bei IE: 1 mM DTT (Melford)). Nach Filtra-

tion (0,2 µm Spritzenvorsatzfilter, Berrytec) des Dialyseproduktes und der Zugabe von 

5 mM DTT wurde eine Anionenaustauschchromatographie (Puffer B: 20 mM MES, IS 1 M 

(NaCl), 1 mM DTT; HQ/20 16x100, Poros; Gradient: in 24 min auf 40 % Puffer B) durch-

geführt und nachfolgend eine Gefriertrocknung ausgewählter Fraktionen. Das gefrierge-

trocknete Protein wurde in 5 ml Wasser mit 5 mM DTT aufgenommen, filtriert und eine 

Größenausschlusschromatographie (Puffer: 200 mM Ammoniumbicarbonat; HiLoad 26/60 

Superdex 75 Säule, GE Healthcare) durchgeführt, währenddessen der Puffer mit Argon 

begast wurde. Es folgte eine erneute Gefriertrocknung mit anschließender Lagerung bei -

20 °C. Die Einzelpunktmutanten (Abbildung 3.2) wurden nach dem QuikChange Muta-

geneseprotokoll von Stratagene hergestellt. 
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Abbildung 3.2: Mutationen in der NTD 

Dargestellt ist die Aminosäuresequenz der NTD im Einbuchstabencode. In Rot markiert ist die Einzel-

punktmutation Q50C, die in jeder der weiteren Einzelpunktmutanten (blau) enthalten war. 

 

Für die Farbstoffkopplung wurden die Cysteinmutanten in 50 mM MOPS pH 7,5 mit 6 M 

GndCl, einem 10-fach molaren Überschuss an Farbstoff und 10-fach molaren Überschuss 

an TCEP für 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. Farbstoffgekoppeltes Protein wurde von 

freiem Fluorophor über eine SEC (Sephadex G25; GE Healthcare) isoliert. 

Tabelle 1: Verwendete Farbstoff-Maleimide 

Farbstoff Abs / Em [nm] Extinktionskoeffizient [mol-1cm-1] Hersteller 

Alexa 488 499 / 519 71000 life technologies 

Alexa 594 590 / 617 90000 life technologies 

Cy 3 549 / 562 150000 GE Healthcare 



Material und Methoden 

 46

 

Farbstoff Abs / Em [nm] Extinktionskoeffizient [mol-1cm-1] Hersteller 

Cy 3b 559 / 570 130000 GE Healthcare 

Cy 5 647 / 664 250000 GE Healthcare 

ATTO 532 532 / 553 115000 ATTO-TEC 

ATTO 565 563 / 592 120000 ATTO-TEC 

ATTO Oxa11 663 / 684 125000 ATTO-TEC 

ATTO 647N 644 / 669 150000 ATTO-TEC 

3.1.3 Proteinexpression, -aufreinigung und Farbstoffmarkie-

rung der Ligandenbindungsdomäne des Glutamatrezep-

tors 2 

Der modifizierte pET-22b Vektor (Dr. Ingo Greger, Medical Research Council Laboratory 

of Molecular Biology, UK Cambridge) wurde über Hitzeschocktransformation (Kapitel 

10.2) in Bakterien des kompetenten E. coli-stammes Origami 2 (DE3) (GeneArt, Life 

Technologies) eingebracht und auf Luria-Bertani (LB)-Amp-Kulturplatten über Nacht bei 

37 °C inkubiert. Der Vektor enthält das Gen der GluR2-flip-LBD aus R. norvegicus mit 

einem N-terminalen His6-Tag, gefolgt von einer Thrombinschnittstelle. 100 ml Terrific 

Broth (TB)-Startkulturen mit 100 µg/ml Amp (Melford) wurden durch Inokulation einer 

Bakterienkolonie angesetzt und über Nacht bei 37 °C im Schüttelinkubator inkubiert. Die 

800 ml TB-Hauptkulturen mit 100 µg/ml Amp wurden durch Inokulieren von 8 ml Start-

kultur angesetzt und erst bei 30 °C für 2 h und anschließend bei 18 °C bis zu einer OD600 

von 0,6 - 0,8 im Schüttelinkubator inkubiert, woraufhin die Herunterkühlung der Kolben im 

Eisbad, die Induktion mit 0,4 mM IPTG (Melford) und die Absenkung der Temperatur auf 

18 °C für ~ 20 h erfolgten. Das Bakterienpellet wurde durch zehnminütige Zentrifugation 

bei 5000 rpm in der vorgekühlten Zentrifuge erhalten und anschließend für die Ultraschall-

homogenisierung (5 s Puls, 20 s Pause, Gesamtpulszeit: 2:30 min, QSONICA) in Ni-NTA 

Puffer (20 mM Tris-HCl, 20 mM Imidazol, 0,5 M (NaCl , 1 mM L-Glutaminsäure (L-Glu), 
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pH 8) mit Zugabe von Lysozym (0,3 mg/ml), DNAse (40 µg/ml), Magnesiumchlorid 

(MgCl2, 1 mM), Phenylmethylsulfonylfluorid (PMSF, 1 mM) und einer EDTA freien Pro-

teaseinhibitortablette (Roche) resuspendiert. Nach dem Bakterienaufschluss wurde das 

Homogenisat für 1 h bei 15000 rpm in einem vorgekühlten Rotor zentrifugiert. Das Lysat 

wurde über die Ni-NTA Chromatographie (Ni Sepharose 6 Fast Flow; GE Healthcare) auf-

gereinigt (Eluationspuffer: 20 mM Tris-HCl, 500 mM Imidazol, 0,5 M NaCl, 1 mM L-Glu, 

pH 8), gefolgt vom Thrombinverdau über Nacht bei 4 °C zur Entfernung des His6-Tag. 

Nach Filtration der Proteinlösung folgte eine auf 4 °C gekühlte Größenausschlusschroma-

tographie (20 mM  2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1- piperazinyl)-ethansulfonsäure (HEPES), 

150 mM NaCl, 1 mM L-GLu, pH 7,5; HiLoad 26/60 Superdex 75 Säule, GE Healthcare) 

währenddessen der Puffer mit Argon begast wurde. Das Protein wurde in einem Zentrifu-

galkonzentrator (Viva Spin 20, 10 kDa, Sartorius) konzentriert, in flüssigem Stickstoff 

schockgefrostet und bei -20 °C gelagert. Die Einzelpunktmutanten (Abbildung 3.3) wurden 

nach dem QuikChange Mutageneseprotokoll von Stratagene hergestellt. 

Eine Entfernung des L-Glu aus dem Puffer erfolgte über eine Dialyse (Slide-A-Lyzer, 

10 kDa, Thermo SCIENTIFIC) in SEC-Puffer ohne L-Glu bei 4 °C mit mehrmaligem Puf-

ferwechsel. 

Für die Farbstoffkopplung wurden die Cysteinmutanten in 50 mM MOPS pH 7,5, einem 

etwa 6-fach molaren Überschuss an Farbstoff (ATTO Oxa11, ATTO TEC) und 10-fach 

molaren Überschuss an TCEP für 3 h bei 4 °C inkubiert. Farbstoffgekoppeltes Protein wur-

de von freiem Fluorophor über eine SEC (Sephadex G25; GE Healthcare) isoliert. 



Material und Methoden 

 48

 

 

Abbildung 3.3: Mutationen in der GluR2-LBD 

Dargestellt ist die Aminosäuresequenz der GluR2-LBD im Einbuchstabencode. In Rot markiert sind die 

Einzelpunktmutationen. 

 

3.2 Verwendete Messinstrumente mit dazugehöriger Proben-

präparation 

3.2.1 Absorptionsspektrometer 

Die Messungen der Absorptionsspektren wurden am V-650 UV/VIS Spektrophotometer 

der Firma JASCO durchgeführt. 

Absorptionsmessungen im Bereich von 190 bis 900 nm sind möglich, wobei der Wellen-

längenbereich zwischen 190 bis 350 nm von einer Deuteriumlampe und der zwischen 330 

bis 900 nm von einer Halogenlampe abgedeckt wird. 

Bei der Messung der Absorption wird die Intensität I0 des Lichtes vor Einstrahlung in die 

Probe ins Verhältnis gesetzt mit der Intensität I1 nach Durchgang durch die Probe. Mit Hil-
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fe des Lambert-Beerschen-Gesetzes kann mit diesem Verhältnis die Konzentration c der 

vermessenen Probe berechnet werden. 

− log (
𝐼1
𝐼0
) = 휀𝑐𝑑 3.1 

ε ist der Extinktionskoeffizient der Probe und d die Weglänge des Lichtes durch die Probe. 

Es wurden die in Kapitel 3.2.2 beschriebenen Puffer verwendet. Für die Messungen bei 

25 °C wurde eine Quarzglasküvette (Schichtdicke 10 mm, Volumen 500 µL, Hellma) ge-

nutzt. 

3.2.2 Fluoreszenzspektrometer 

Das FP-6500 Spektrofluorometer der Firma JASCO wurde zur Aufnahme von Fluoreszenz-

spektren verwendet. 

Als Lichtquelle dient eine Xenon-Lampe. Das Licht dieser Lampe wird über einen Spiegel, 

durch den es gebündelt wird, auf einen Anregungsmonochromator geleitet, um monochro-

matisches Licht zu erzeugen. Anschließend trifft dieses auf einen Strahlteiler, von dem aus 

ein Teil des Lichtes auf die Probenkammer fokussiert wird, der andere auf die Photomulti-

plierröhre 1. Das Emissionslicht der Probe trifft auf einen Emissionsmonochromator und 

dann zur Detektion des monochromatischen Strahls auf die Photomultiplierröhre 2. Um die 

Messung von Anregungslicht zu reduzieren, wird im rechten Winkel zu diesem detektiert. 

Farbstoffgekoppelte Proteine sowie freier Farbstoff wurden in einer 100 nM und unmodifi-

zierte Proteine in einer 5 µM Konzentration in einer Quarzglasküvette (Schichtdicke 

10 mm, Volumen 500 µl, Hellma) bei 25 °C gemessen. Die Salzabhängigkeitsmessung der 

Wildtyp-NTD wurde dazu abweichend in einer Konzentration von 250 nM durchgeführt. 

Als Puffer wurden bei der Spinnenseiden-NTD 10 mM MES, pH 7, IS 150 mM (KCl) oder 

50 mM Pi, pH 7, IS 200 mM (KCl) als Monomerpuffer und 50 mM MES, pH 6 als Dimer-

puffer mit ansteigender Ionenstärke verwendet. 

Die Fluoreszenzmessungen in Zusammenhang mit der GluR2-LBD wurden in 50 mM Pi, 

pH 7,5, IS 200 mM (KCl) durchgeführt. AMPA (TOCRIS bioscience), L-Glu, Kainate 
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(TOCRIS bioscience), 2,3-Dioxo-6-nitro-1,2,3,4-tetrahydrobenzo[f]quinoxaline-7-

sulfonamid (NBQX) und 6-Chloro-3,4-dihydro-3-(2-norbornen-5-yl)-2H-1,2-4-

benzothiadiazin-7-sulfonamid-1,1-dioxid (Cyclothiazid, CTZ) wurden in folgenden Kon-

zentrationen eingesetzt: 100 µM, 1 mM, 500 µM, 100 µM, 200 µM. 

3.2.3 FCS-Setup 

Das FCS-Setup besteht aus einem konfokalen Fluoreszenzmikroskopaufbau mit einem in-

versen Stativ (Zeiss Axiovert 100 TV). Der Diodenlaser (Coherent Cube) der Wellenlänge 

637 nm wird über einen dichroitischen Spiegel (Omega Optics, 645DLRP) in das Ölimmer-

sionsobjektiv (Zeiss, Plan Apochromat, 63x, NA 1.4) eingekoppelt. Das emittierte Licht der 

Probe wird durch das gleiche Objektiv gesammelt, durch einen Bandpassfilter geleitet 

(Omega Optics, 675RDF50) und auf zwei im Durchmesser 100 µm große Fasern fokussiert, 

die mit den Avalanche Photodioden Detektoren (APDs; Perkin Elmer, SPCM-AQRH-15-

FC) gekoppelt sind. Die Aufteilung des Fluoreszenzsignals erfolgt über einen kubischen 

nichtpolarisierenden Strahlteiler (Linos). Die Aufzeichnung der Signale wird im Kreuzkor-

relationsmodus des Hardware-Korrelatorgerätes (ALV, 5000/60X0 multiple tau digital real 

correlator) durchgeführt. Die Kreuzkorrelation des gleichen Signals durch die Verwendung 

von zwei Detektoren in Verbindung mit einem 50:50 Strahlteiler ist von Vorteil gegenüber 

der Autokorrelation, da so mögliche Nachpulseffekte der Detektoren vermieden und in 

Kombination mit dem Korrelatorgerät eine Zeitauflösung von 6,25 ns erzielt werden kann. 

Die Leistung des Laserstrahls wurde durch einen drehbaren neutralen optischen Filter vor 

Einkopplung in das Mikroskop auf 400 µW eingestellt. Die Temperatureinstellung auf 

25 °C erfolgte durch einen Objektivheizring. 
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Abbildung 3.4: FCS Aufbau 

Der Laser wird über einen dichroitischen Spiegel in das Objektiv eingekop-

pelt und in die Probe fokussiert. Das emittierte Licht der Probe wird durch 

das gleiche Objektiv gesammelt und durch den dichroitischen Spiegel auf 

eine Sammellinse geleitet. Diese fokussiert das Licht nach Durchgang durch 

einen Bandpassfilter und nach Aufteilung des Signals durch einen Strahltei-

ler auf zwei optische Fasern, welche mit den APDs verbunden sind. Das 

Signal wird im Korrelator korreliert. 

 

Die Messungen der ~ 1 nM Proben wurden in 20 mM Pi, pH 7 (BBL) oder 50 mM Pi, 

pH 7,5, Ionenstärke (IS) 200 mM (Kaliumchlorid (KCl)) (GluR2-LBD) mit der Zugabe von 

0,05 % Tween 20 (Sigma) und 0,3 mg proteasefreiem Bovine Serum Albumin (BSA, Sig-

ma) durchgeführt. Letztere und die Beschichtung des Lab-Tek (8-well, Sarsted) mit 

5 mg/ml Poly-L-Lysin (Sigma) dienen dazu, Glaswandadsorptionen zu verringern. AMPA 

(TOCRIS bioscience), L-Glu und Kainate (TOCRIS bioscience) wurden in folgenden Kon-

zentrationen in Messungen der LBD Probe verwendet, um etwa drei Größenordnungen über 

den entsprechenden Kd-Werten zu liegen: 100 µM, 1 mM, 500 µM. CTZ wurde in Kombi-

nation mit 10 µM Wildtyp-LBD 200 µM zur Probe hinzugegeben. Vor der Messung wur-

den die Proben durch einen 0,2 µm Spritzenvorsatzfilter (Millipore) filtriert. 
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Die detektierten Fluoreszenzfluktuationen wurden mit Gleichung 2.13 analysiert und ange-

passt an ein Modell mit einem zweidimensionalen Diffusionsterm und ein, zwei oder drei 

unabhängigen Exponenten [90]: 

𝐺(𝜏) =
1

𝑁
(1 +

𝜏

𝜏𝐷
)
−1

[1 + 𝐾1 exp (−
𝜏

𝜏1
)] 3.2 

𝐺(𝜏) =
1

𝑁
(1 +

𝜏

𝜏𝐷
)
−1

[1 + 𝐾1 exp (−
𝜏

𝜏1
) + 𝐾2 exp (−

𝜏

𝜏2
)] 3.3 

𝐺(𝜏) =
1

𝑁
(1 +

𝜏

𝜏𝐷
)
−1

[1 + 𝐾1 exp (−
𝜏

𝜏1
) + 𝐾2 exp (−

𝜏

𝜏2
) +𝐾3 exp (−

𝜏

𝜏3
)] 3.4 

K1, K2, K3 sind dabei die Anteile der Moleküle an dem jeweiligen Prozess und τ1, τ2, τ3 die 

dazugehörigen Relaxationszeiten. Die Ringschlusskinetiken der BBL-Proteine wurden mit 

K2 und τ2 aus Gleichung 3.3 mit Hilfe der Gleichungen 2.23 und 2.24 berechnet. K2 ist da-

bei die Amplitude der intramolekularen Kontaktformationsrate und τ2 deren Zeitkonstante. 

Die Standardabweichungen ergeben sich aus 4 wiederholten 5 x 10 min Messungen. Bei 

der GluR2-LBD handelt es sich um den Standardfehler aus dem Mittel von drei Messun-

gen. 

Die Datenauswertung wurde mit der Software Origin sowie einem selbstgeschriebenem 

Code, basierend auf Python 2.7, durchgeführt. 

3.2.4 CD-Spektrometer 

Das CD-Spektrometer J-815 der Firma Jasco wurde in Kombination mit dem N2-Monitor 

(2,5 l/min Stickstoff; Jasco), dem Peltier-Element PTC-423SI15 (Jasco) und einer Küvette 

mit 1 mm Weglänge (Hellma) zur Aufnahme der CD-Spektren verwendet. 

Die 50 µM Proteinproben für die Messungen bei 25 °C und für die thermische Denaturie-

rung bis 90 °C wurden in 50 mM Pi, pH 7, IS 200 mM (KCl), 500 µM Dithioerythritol 

(DTE) hergestellt. Die Proteine für die chemische Denaturierung wurden 50 µM in 50 mM 

MOPS, pH 7, IS 200 mM (KCl), 500 µM DTE, 6 M GndCl Puffer gelöst und bei 25 °C 

gemessen. Alle Proben wurden durch einen 0,2 µm Spritzenvorsatzfilter filtriert. 
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Für die Auswertung wurden die CD-Spektren auf das Minimum normiert und verglichen. 

Des Weiteren wurden die CD-Spektren mit Hilfe des DichroWeb-Servers [44, 45] mit der 

CDSSTR-Methode [48] und der Referenzdatenbank SP175 [47] dekonvoliert. 

3.2.5 Stopped-Flow Spektroskopie 

Für die Aufnahme der Stopped-Flow Messungen wurde das Gerät SFM-2000 von BioLogic 

Instruments mit den Diodenlasern der Wellenlängen 524 und 639 nm und den optischen 

Detektionsfiltern Razor Edge 647 RU (Semrock), ET LP 575 (Chroma), und BrightLine 

HC 582/75 (Semrock) verwendet. 

Die markierten NTD Proben wurden für die Bestimmung der Assoziationsrate in verschie-

denen Konzentrationen in 10 mM MES, pH 7, IS 150 mM (KCl) vorgelegt und 1:10 in 

50 mM MES, pH 6 gemischt. Die Dissoziationsrate wurde über das 1:10 Mischen der 1 µM 

fluoreszenzmarkierten NTD in 50 mM MES, pH 6 zu 5 µM Wildtyp-NTD im gleichen Puf-

fer, gemessen („Chasing Experiment“). Bei den FRET-Messungen wurde ein fünffacher 

Überschuss des mit dem Donor markierten Proteins und bei den PET-Messungen ein zehn-

fach Überschuss der Q50C zum markierten Ausgangsprotein hinzugegeben. Die Messun-

gen wurden bei 25 °C durchgeführt. 

Den Messkurven wurden exponentielle Anstieg- oder Abfallfunktionen angepasst. Die 

kd-Werte sind Mittelwerte aus drei gemessenen Ratenkonstanten. Die ka-Werte ergeben sich 

aus der Steigung der linearen Anpassung von fünf Messungen unterschiedlicher Konzentra-

tion. Bei der Anpassung wurden die Standardabweichungen der Einzelmessungen (je drei 

Messungen pro Konzentration) gewichtet. Die freie Energie der Dimerisierung ΔG und die 

Gleichgewichtsdissoziationskonstante Kd wurden berechnet aus ka und kd mit Hilfe der 

Gleichung: 

∆𝐺 = −𝑅𝑇𝑙𝑛(𝐾𝑑) = −𝑅𝑇𝑙𝑛(
𝑘𝑑
𝑘𝑎
) 3.5 

Dabei ist T die Temperatur in Kelvin und R die Gaskonstante. Die Änderung der freien 

Energie auf eine Mutation hin im Vergleich zum Wildtyp-Protein wurde wie folgt berech-

net: 
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∆∆𝐺 = 𝑅𝑇𝑙𝑛(
𝐾𝑑
𝑀

𝐾𝑑
𝑊𝑇) 3.6 

𝐾𝑑
𝑀 ist dabei die Gleichgewichtsdissoziationskonstante von der Mutante und 𝐾𝑑

𝑊𝑇 die vom 

Wildtyp-Protein. 
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4. Ergebnisse und Diskussion 

4.1 Der entfaltete Zustand der Bindungsdomäne BBL 

Der entfaltete Zustand eines Proteins ist der Startpunkt für die Faltung in den nativen Zu-

stand [91, 92]. Daher ist es wichtig die Eigenschaften des entfalteten Proteins zu kennen, um 

den weiteren Verlauf der Proteinfaltungsreaktion zu verstehen [54, 91, 93]. Oft wird in Expe-

rimenten der entfaltete Zustand durch die Zugabe von GndCl oder Harnstoff erzeugt [91]. 

Dadurch werden allerdings Wechselwirkungen, z.B. H-Brücken, im ungefalteten Protein 

zerstört, die eigentlich Gegenstand der Untersuchung sind [91, 94]. Bei BBL wird durch Ein-

führen eines Glycins (G) an Position 158 (L158G) anstelle eines Leucins (L) ein entfalteter 

Zustand Dphys unter physiologischen Bedingungen erzeugt, der in Abwesenheit von chemi-

schen Denaturierungsreagenzien untersucht werden kann. Durch die Einbringung konserva-

tiver Punktmutationen sollte der Einfluss einzelner Aminosäureseitenketten-

Wechselwirkungen auf die Struktur und Dynamik innerhalb von Dphys mit Hilfe von 

CD-Spektroskopie und PET-FCS untersucht werden. 

 

 

Abbildung 4.1: BBL Reportersystem 

Im durch die Mutation L158G entfalteten Protein BBL wird der 

Farbstoff ATTO Oxa11 (Kreis) an Postion A130C durch Kontakt 

mit dem Tryptophan (W) an Position H166W gelöscht. 

 

Für PET-FCS ist die Einbringung eines Reportersystems aus einem Cystein (C), für die 

Fluoreszenzmarkierung mit dem Farbstoff ATTO Oxa11, und der Aminosäure Tryptophan 

(W) (Abbildung 4.1), die als Löschmolekül fungiert, notwendig. Dazu wurden die Einzel-

punktmutationen A130C am N-terminalen und H166W am C-terminalten Ende von Dphys 

eingeführt, die in allen Punktmutanten vorhanden sind. Aus vorangehender Arbeit von 



Ergebnisse und Diskussion 

 56

 

Neuweiler et al. [95] ist bestätigt, dass diese zwei Mutationen keine Auswirkungen auf die 

Struktur und die Funktion des Proteins haben. 

Die konservativen Einzelpunktmutationen wurden über die gesamte Sequenz eingefügt, da 

der Faltungsursprung breit über die Sequenz verteilt ist [68]. Zudem wurde eine frühere Stu-

die berücksichtigt [67], die gezeigt hat, welche Aminosäureseitenketten im gefalteten Protein 

maßgebend zur Stabilität beitragen. Bei den Punktmutationen sind jene interessant, die an 

weitreichenden stabilisierenden Interaktionen beteiligt sind. Des Weiteren wurden die Ala-

nine (A) durch Glycine (G) ausgetauscht, da dieser Austausch die Stabilität von Helixstruk-

turen verringert und die Kettenentropie erhöht [96]. 

 

Um zu testen, ob sich die Sekundärstruktur von Dphys in Abhängigkeit der Mutation oder 

der Temperatur verändert, wurden von dem Wildtyp-Protein, Dphys und dessen Einzel-

punktmutanten (Abbildung 4.2) CD-Spektren bei 25 °C und 90 °C aufgenommen, sowie 

ein CD-Spektrum von Dphys in 6 M GndCl bei 25 °C. 

 

Abbildung 4.2: CD-Spektren von BBL und den Einzelpunktmutanten 

CD-Spektren der Einzelpunktmutanten bei 25 °C, des Dphys mit und ohne GndCl bei 25 °C und des Wildtyp-

Proteins bei 25 °C und bei 90 °C. Die Spektren sind auf das Minimum normiert (siehe Anhang Abbildung 

10.9). 
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Bei 25°C zeigt das Wildtyp-Protein von BBL ein typisches α-Helix Spektrum [97] 

(Abbildung 4.2), dessen CD-Signal bei 222 nm von -20,8 auf -10,1 mdeg bei 90 °C sinkt. 

Die Restelliptizität im denaturierten Zustand bei 90 °C lässt auf noch vorhandene Sekun-

därstrukturen schließen, von denen schon berichtet wurde [68]. Dphys zeigt mit einem 

CD-Signal von -9,9 mdeg keinen wesentlichen Unterschied zum thermisch denaturierten 

Wildtyp-Protein bei 90 °C (Abbildung 4.2, Abbildung 4.3). Dies zeigt, dass mit Dphys der 

denaturierte Zustand von BBL erhalten wird, an dem das Verhalten des ungefalteten BBL 

unter physiologischen Bedingungen untersucht werden kann. 

 

 

Abbildung 4.3: Rekonstruierte CD-Spektren von BBL 

Überlagerung der gemessenen CD-Spektren des Wildtyp-BBL bei 90 °C 

(WT90 °C) und von Dphys bei 25 °C (WT25 °C) mit den rekonstuierten der CDS-

STR-Methode und der Referenzdatenbank SP175. Die CD-Spektren sind auf das 

Minimum normiert. 

 

 

Die CD-Spektren von Dphys und den Einzelpunktmutanten verändern sich in Abhängigkeit 

der Temperatur nicht wesentlich, daher sind diese in Abbildung 4.2 lediglich bei 25 °C dar-

gestellt (bei 90 °C siehe Anhang Abbildung 10.10). Dieses Ergebnis für Dphys ist in Über-

einstimmung mit Neuweiler et al. [95]. Des Weiteren zeigten sich nur geringe Abweichun-

gen des CD-Signals bei 222 nm der Einzelpunktmutanten zu Dphys. Die CD-Signale befin-

den sich alle in einem Bereich von -7 bis -11 mdeg. Die Einzelpunktmutationen scheinen 

somit wenig Einfluss auf die noch vorhandene Sekundärstruktur in Dphys zu haben. Die 

Reststruktur kann aber durch die Zugabe von GndCl zerstört werden, wie in Abbildung 4.2 
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für Dphys zu sehen und auch schon gezeigt wurde [68]. Die Elliptizität bei 222 nm sinkt nahe-

zu auf 0. 

Für eine weitergehende Sekundärstrukturanalyse der CD-Spektren bei 25 °C, sowie zusätz-

lich des Wildtyp-Proteins bei 90 °C, wurden diese mit der CDSSTR-Methode [46, 48] und der 

Referenzdatenbank SP175 [47] mit Hilfe des DichroWeb-Servers [44, 45] dekonvoliert. Die 

Referenzdatenbank wurde gewählt, da diese die Vielfalt an Sekundärstrukturen und Fal-

tungsmotiven der PDB-Datenbank abdeckt [47]. Diese Kombination aus Methode und Refe-

renzdatenbank lieferte eine gute Übereinstimmung der gemessenen CD-Spektren mit den 

vom Programm rekonstruierten (Abbildung 4.3). Die anderen auf dem DichroWeb-Server 

zur Verfügung gestellten Algorithmen wurden ebenfalls getestet, wobei unter anderem die 

Methode von Provencher & Glockner [98] übereinstimmende Ergebnisse lieferte. Dies 

spricht für die Verlässlichkeit des verwendeten Algorithmus [46]. Im Vergleich mit der 

NMR-Struktur (pdb: 2bth) wird jedoch der β-Strang Anteil zu hoch gewichtet. Eine Abwei-

chung von Dekonvolationsalgorithmen zu Röntgenstrukturanalysen wird in anderen Stu-

dien ebenfalls gezeigt [99]. Eine Schwierigkeit bei der Dekonvolation in dieser Arbeit könnte 

sein, dass der Algorithmus einerseits das gefaltete BBL und andererseits die entfalteten 

Dphys-Mutanten analysieren soll. Die CD-Spektren von Referenzproteinen werden zudem 

bei 4 °C aufgenommen [47], was eventuell auch zu einer Diskrepanz zu den bei 25 °C ge-

messenen CD-Spektren führen könnte. Auf Grund der Abweichung des Wildtyp-BBL bei 

25 °C zur NMR-Struktur sollten daher die Dekonvolationswerte nicht als absolute Werte, 

sondern als Näherungen betrachtet werden. 

Beim DichroWeb-Server wird die Sekundärstruktur in folgende Kategorien aufgeteilt: He-

lix 1, Helix 2, β-Strang 1, β-Strang 2, β-Kehre, Ungeordnet und Gesamt. Die „1“ kenn-

zeichnet dabei reguläre Strukturen und die „2“ deformierte („distorted“). Ausgegeben wird 

der prozentuale Anteil der Sekundärstrukturform von der Gesamtstruktur, der in Abbildung 

4.4 jeweils für die analysierten CD-Spektren graphisch dargestellt ist. 
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Abbildung 4.4: DichroWeb-Server Analyse der BBL CD-Spektren 

Sekundärstrukturanteil nach Dekonvolation der CD-Spektren der Einzelpunktmutanten, von Dphys und 

vom Wildtyp-Protein bei 25 °C (WT25 °C) und letzterem bei 90 °C (WT90 °C) mit Hilfe des Dichro-

Web-Servers. Die „1“ kennzeichnet dabei die reguläre Struktur und die „2“ die deformierte („distor-

ted“). 

 

Für das Wildtyp-Protein bei 25 °C ergibt die Dekonvolation einen Anteil Helix 1 & Helix 2 

von 33 %, β-Strang 1 & β-Strang 2 17 %, Turns 15 % und Ungeordnet 35 %. Dies ändert 

sich, wenn das Protein bei 90 °C denaturiert wird (siehe Tabelle 2) und zeigt eine ähnliche 

Sekundärstrukturverteilung wie Dphys. Diese gute Übereinstimmung zwischen Wildtyp-

Protein bei 90 °C und Dphys spricht erneut dafür, dass es zulässig ist, Dphys als entfaltetes 

Wildtyp-BBL unter physiologischen Bedingungen anzusehen. Für die Einzelpunktmutanten 

gibt es keine wesentliche Abweichung zu Dphys (Abbildung 4.4). Dies zeigt, dass die im 

gefalteten Protein wichtigen Seitenketteninteraktionen zur Stabilisierung der Tertiärstruktur 

[67] bei der Stabilisierung der Reststruktur des entfalteten Proteins vermutlich keine aus-

schlaggebende Funktion haben. 
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Tabelle 2: Sekundärstrukturanteil von BBL nach DichroWeb-Server Analyse 

Strukturanteil Wildtyp 25 °C Wildtyp 90 °C Dphys 

Helix 1 & Helix 2 33 % 9 % 6 % 

β-Strang 1 & β-Strang 2 17 % 31 % 37 % 

Turn 15 % 14 % 13 % 

Ungeordnet 35 % 45 % 43 % 

 

Bei der Entfaltung des BBL Proteins war auf Grund einer früheren Studie [68] zu erwarten, 

dass der Helix 1 & Helix 2 Anteil sinkt. Interessant jedoch ist, dass gleichzeitig der β-

Strang 1 & β-Strang 2 Anteil um ~ 20 % ansteigt und neben ungeordneten Bereichen vor-

herrschendes Sekundärstrukturelement wird (Abbildung 4.4). Dies lässt einen Faltungsweg 

für das Protein BBL vermuten, der mit H-Brücken stabilisierten β-Strang-Strukturen be-

ginnt und über Konformationsänderungen in einem α-helikalen nativen Protein endet. Eine 

theoretische Arbeit von Porter et al. [100] beschreibt einen solchen Faltungsweg. In dieser 

wird ein Niedrigenergiefaltungsweg unter Bedingungen, welche die Faltung begünstigen, 

vom Nordwest- zum Südwest-Quadranten im Ramachandran Plot aufgezeigt (PII / β-Kehre 

nach Helix), geleitet durch die Umbildung von H-Brücken. Hier wird deutlich, wie wichtig 

die Ausbildung von H-Brücken für die Proteinfaltung ist, da diese den zur Verfügung ste-

henden Raum des entfalteten Proteins einschränken und so die Faltung durch Verringerung 

der freien Energiebarriere beschleunigen könnten [93, 101-103]. Gong et al. zeigten, dass maß-

geblich das Proteinrückgrat für die Konformationsbildung des Proteins verantwortlich ist, 

und die Aminosäureseitenketten hauptsächlich eine stabilisierende Funktion in der Terti-

ärstruktur haben und dadurch die eine native vor anderen Strukturen bevorzugt wird [104-106]. 

Dies würde erklären, warum die Entfernung von einzelnen Aminosäureseitenketten aus 

dem Protein keine Auswirkung auf die Struktur von Dphys hat (Abbildung 4.2, Abbildung 

4.4), aber auf die Stabilität des Zwischenzustandes der Faltung und das native BBL, wie 

von Neuweiler et al. gezeigt wurde [67]. Der kompakte nativ-ähnliche Übergangszustand 

wird bereits beeinflusst, zu sehen in einer Φ-Wert Analyse [67], da dieser auch schon über 

Tertiärinteraktionen stabilisiert wird. 
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Unterstützt wird diese Annahme von den gemessenen Ringschlusskinetiken mit Hilfe von 

PET-FCS. 

In Abbildung 4.5 sind beispielhaft zehn Autokorrelationsfunktionen von Dphys und je drei 

Einzelpunktmutanten jedes Strukturelementes dargestellt. Die Ringschließung der termina-

len Enden von Dphys führt zur effizienten Fluoreszenzlöschung des Farbstoffes 

ATTO Oxa11 durch Kontakt mit Tryptophan, wie bereits an Modellpeptiden gezeigt wurde 

[107]. Dies resultiert neben dem Abfall im ms-Bereich, auf Grund der Diffusion des Mole-

küls durch den Fokus, in zwei Abfällen: einem im µs- und dem anderen im ns-Bereich. Alle 

Autokorrelationsfunktionen ließen sich gut an die Gleichung 3.3 mit einem Diffusionsterm 

und zwei unabhängigen Exponentialfunktionen anpassen. 

 

Abbildung 4.5: FCS-Autokorrelationsfunktionen von BBL 

FCS-Autokorrelationsfunktionen (grün, pink, blau) von Dphys (A) und exemplarisch ausgewählten 

Einzelpunktmutanten aus den drei Strukturelementen in BBL: Helix 1 (B), Turn (C), Helix 2 (D). 

Diese wurden auf die Teilchenzahl normiert und zur besseren Darstellung mit einem Offset versehen. 

Die schwarzen Kurven sind die Datenanpassungen an eine Funktion mit einem zweidimensionalen 

Diffusionsterm und zwei unabhängigen Exponenten. 
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Die Kinetik im ns-Bereich ist die Ringschlusskinetik. Dies wird bestätigt durch Ring-

schlussstudien an Modellpeptiden über Triplet-Triplet-Energie-Transfer (TTET) von Fierz 

et al. [108], dessen Zeitauflösung kleiner 5 ps lag, also etwa drei Größenordnungen höher als 

beim verwendeten FCS-Setup. Deren Ringschlusskinetiken lagen ebenfalls im ns-Bereich, 

wie auch in anderen Experimenten gezeigt [102, 103, 109], und es wurde keine Kinetik im 

µs-Bereich detektiert [108]. 

Die Berechnung der Ringöffnungs- (k-) und Ringschließungsraten (k+) wurde mit Hilfe 

eines Zweizustandsgleichgewichtsmodells zwischen fluoreszierendem und nichtfluoreszie-

rendem Zustand (Gleichungen 2.23 und 2.24) berechnet. In einer Studie [92] wurde dieses 

Ergebnis mit einem Faktor drei korrigiert, denn die Löschung zwischen Tryptophan und 

Farbstoff ist zwar ein diffusionslimitierter Prozess [92, 109-112], aber es kommt erst bei jedem 

dritten Kontakt zu einem Ladungs-Transfer-Komplex, in dem der Farbstoff gelöscht wird. 

In Folgestudien [102, 103] hat sich jedoch eine gute Übereinstimmung der Ergebnisse ohne 

Einbeziehung des Korrekturfaktors mit TTET Experimenten [108, 111] gezeigt, woraufhin 

dieser im Weiteren vernachlässigt wurde, sowie auch in diesem Ringschließungsexperi-

ment, bei dem es zudem um den direkten Vergleich der Einzelpunktmutanten zu Dphys geht. 

In Abbildung 4.6 sind die Ringschließungsraten von Dphys und den Einzelpunktmutanten 

dargestellt. Diese erstrecken sich über einen Bereich von 1,6 ± 0,1 x 106 bis 

2,2 ± 0,1 x 106 s-1. Im Vergleich zu Dphys ist keine deutliche Änderung aufgetreten. Dies 

unterstreicht die These von vorher, dass die Seitenketten keinen entscheidenden Einfluss 

auf die Strukturbildung im entfalteten Zustand haben. 

Studien an Modellpeptiden haben gezeigt, dass die Ringschließungsraten in Anwesenheit 

von Seitenketten langsamer werden, was auf eine sterische Behinderung zurückzuführen ist 

[102]. Da in Dphys jedoch nur einzelne Seitenketten konservativ durch andere ersetzt wurden, 

war keine Änderung der Raten auf Grund von sterischen Effekten zu erwarten. 

In IDPs wurde gezeigt, dass geladene Seitenketten die Ringschließungsraten verlangsamen. 

Dies ist auf abstoßende Coulombwechselwirkungen zurückzuführen [102]. Die Auswirkun-

gen eines Austausches von geladenen Seitenketten wurden hier weitestgehend vermieden, 

da diese an komplexen Interaktionen im Protein beteiligt sind und die Ergebnisse somit 

schwer zu interpretieren gewesen wären. 
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Abbildung 4.6: Ringöffnungs und –Schließungsraten von BBL 

Ringöffnungs- (k-) und Ringschließungsraten (k+) der Einzelpunktmutanten mit Standardabwei-

chungen. In hellblau und grau unterlegt k- und k+ von Dphys mit Fehlergrenze. 

 

Bei der Betrachtung der Ringöffnungsraten (Abbildung 4.6) muss bedacht werden, dass 

diese durch die hydrophoben π-gestapelten Wechselwirkungen zwischen dem Oxazinring-

system des Farbstoffes und dem Indolring des Tryptophans verlangsamt werden [103, 107]. 

Für die Einzelpunktmutanten liegen die berechneten Raten in einem Bereich von 

2,2 ± 0,13 x 106 bis 3,0 ± 0,37 x 106 s-1, was keine wesentliche Abweichung zu Dphys dar-

stellt. 

Neben der ns-Kinetik mit einer Amplitude von 73 ± 3,1 % (Dphys) wurde eine weitere Kine-

tik im µs-Bereich mit einer deutlich kleineren Amplitude von 30 ± 2,5 % (Dphys) gemessen. 

In Abbildung 4.7 A sind die Amplituden der µs-Kinetik dargestellt. I135V, T152A und 

T152S haben im Fehler eine identische Amplitude wie Dphys. Für alle anderen Einzel-

punktmutanten verringert sich der Anteil der Amplitude. Die dazugehörigen Zeitkonstanten 

aller Einzelpunktmutanten verändern sich nicht deutlich (Abbildung 4.7 B) und liegen in 

dem Bereich von Dphys mit 1,5 ± 0,1 µs. 
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Abbildung 4.7: FCS µs-Kinetik von BBL 

(A) Anteil der µs-Kinetik der Einzelpunktmutanten an der Gesamtamplitude der FCS-

Autokorrelationsfunktion. In Hellblau unterlegt die Amplitude von Dphys mit Standardabweichung. (B) 

Zeitkonstanten der µs-Kinetik der Einzelpunktmutanten. In Hellblau unterlegt die Zeitkonstante von 

Dphys mit Standardabweichung. 

 

Die Farbstoffgruppe der Oxazine, wozu ATTO Oxa11 zählt, hat eine sehr geringe „Inter-

system Crossing“ Rate, weswegen sich diese laut Doose et al. [113] gut für die Untersuchung 

von µs-Kinetiken eignen. In einem leistungsabhängigen Versuch wurde zudem ausge-

schlossen, dass die in dieser Arbeit gemessene µs-Kinetik vom Tripletzustand her resultiert, 

da sich diese sonst verändert hätte [114]. 

Die Faltung des ultraschnellen Faltungsproteins BBL geschieht im unteren µs-Bereich (3 –

 5 µs) [61, 68]. Aus diesem Grund wird die beobachtete µs-Kinetik in Dphys in einer früheren 

Studie [95] einem Wechsel zwischen einer fluoreszierenden, nativ gefalteten Restpopulation 

und dem entfalteten fluoreszenzgelöschtem Protein zugeordnet. 

Im nativen BBL führen die Einzelpunktmutationen zur Destabilisierung des Proteins [67]. 

Die beobachtete Abnahme der µs-Amplitude bei den Dphys-Mutanten bestätigt dies 

(Abbildung 4.7 A), denn die Population an Protein im nativen Zustand wird geringer. Da 

die Zeitkonstante der Faltung konstant bleibt, spricht dies für die These, dass die Amino-

säureseitenketten eine stabilisierende Funktion im gefalteten Zustand haben, aber das Pro-

teinrückgrad für die Konformationsänderungen in das funktionale BBL verantwortlich ist. 
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Die Kompaktheit des entfalteten Zustandes ist nahezu identisch mit der des nativen Pro-

teins, was durch die Ausbildung von H-Brücken erreicht wird [102]. Seitenketteninteraktio-

nen spielen dabei anscheinend keine Rolle, wie in dieser Arbeit gezeigt werden konnte. 
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4.2 Die Assoziation und Dissoziation der N-terminalen 

Domäne eines Spinnenseidenproteins 

Spinnen sind in der Lage den Spinnenseidenfaden in einer Geschwindigkeit von bis zu 

1 m s-1 zu synthetisieren [115-117]. In dieser kurzen Zeit gelingt es den Achtbeinern die bis 

jetzt stärkste bekannte Naturfaser herzustellen, die auch die Eigenschaften von menschlich 

produzierten Materialien, wie Stahl, übertrifft [74, 118, 119]. Um im Stande zu sein, den Spin-

nenseidenfaden nachzubilden, muss das Funktionsprinzip der beteiligten Proteindomänen 

und die Assoziation dieser verstanden werden. Eine wichtige Funktion bei der Ausbildung 

des Spinnenseidenfadens hat dabei die NTD. Diese dimerisiert bei einem pH-Wechsel von 

pH 7 auf pH 6 und ermöglicht so die Polymerisierung der Spidroine [73, 78, 120]. 

 

Abbildung 4.8: Fluoreszenzschalter der NTDF 

Kristallstruktur der dimeren Wildtyp-NTD, bestehend aus den zwei Monomeren in blau 

und grau (pdb: 3LR2). (A) In grün markiert die Glutamine an Position 50, die zu Cys-

teinen mutiert und mit ATTO Oxa11 farbstoffmarkiert werden. Die schwarzen Pfeile 

markieren die Positionen und die Richtung an der NTD, an denen die repetitiven Ein-

heiten des Spidroins weiterlaufen. (B) Fluoreszierende (ATTO Oxa11 = gelber Kreis) 

NTDF-Monomere in pH 7. (C) Durch Farbstoff-Farbstoff Wechselwirkung nichtfluo-

reszierende NTDF-Dimere in pH 6 (gelöschte ATTO Oxa11 = schwarze Kreise). 
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Um die Assoziation und die Dissoziation der isolierten NTD nach einem pH-Wechsel mit 

Hilfe von Stopped-Flow Experimenten untersuchen zu können, wurde ein extrinsischer 

Fluoreszenzschalter in das Protein eingebracht (Abbildung 4.8). Auf Grund der antiparalle-

len Wechselwirkungsgeometrie der NTD bei pH 6 [117] kommen sich die Seitenketten der 

Glutamine an Position 50 (Q50) am Rand der Dimerisierungsfläche näher als 1 nm 

(Abbildung 4.8 A). Da organische Farbstoffe innerhalb dieser kurzen Distanz nichtkovalen-

te Dimere mit veränderten Absorptions- und Emissionseigenschaften bilden [121], wurde das 

Glutamin zu einem Cystein (Q50C) mutiert, um es mit dem thiolreaktiven Oxazinfarbstoff 

ATTO Oxa11 zu markieren. Die Idee war also, dass die Farbstoffe bei pH 7 in der Mono-

merform der NTD fluoreszieren (Abbildung 4.8 B) und bei pH 6 im Homodimer durch 

Farbstoff-Farbstoff Wechselwirkung gelöscht sind (Abbildung 4.8 C). Im Weiteren wird 

die farbstoffmarkierte Q50C als NTDF bezeichnet. 

 

 

Abbildung 4.9: Absorptions- und Emissions-

spektren der NTDF 

Absorptions- (gestrichelte Linie) und Emissions-

spektren (durchgehende Linie) bei pH 7 (blau) 

und pH 6 (schwarz) der NTDF 

 

Um dies zu überprüfen wurden Absorptions- und Emissionsspektren der NTDF bei pH 7 

und pH 6 aufgenommen (Abbildung 4.9). Unter Monomerbedingungen zeigt ATTO Oxa11 

die normalen Absorptions- und Emissionseigenschaften. In Dimerpuffer hingegen nimmt 

die Absorption im Absorptionsmaximum bei 663 nm ab und bei ~ 610 nm zu. Begleitet 

wird dies von einer starken Fluoreszenzabnahme auf unter 20 % im Vergleich zu pH 7. 

Dies wird bei der H-Dimerbildung von Fluorophoren beobachtet [21, 121] und durch das Exci-
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tonmodell beschrieben [16]. Aus diesem Experiment wurde geschlossen, dass der Farbstoff 

ATTO Oxa11 an Position Q50C ein sensitiver Marker ist, um die Dimerisierung der NTDF 

über die Fluoreszenzlöschung durch H-Dimerbildung zu untersuchen. 

Eine weitere Möglichkeit, die Assoziation von zwei NTD-Monomeren zu beobachten, ist 

über die intrinsische Fluoreszenz eines nativen Tryptophans am N-Terminus. Tryptophan 

eignet sich gut für die Betrachtung von Veränderungen in Proteinen, da dieses im Vergleich 

mit den anderen aromatischen Aminosäuren Tyrosin und Phenylalanin mit Abstand den 

größten Extinktionskoeffizienten hat [122] und die Quantenausbeute in Abhängigkeit der 

Lösungsmittelumgebung zwischen 0,35 und 0,01 variiert [123, 124]. Im Monomer liegt das 

Tryptophan in der NTD eingeschlossen zwischen Helix 1 und Helix 3 im Inneren des Pro-

teins in einer hydrophoben Umgebung. Bei Dimerisierung ändert sich die Position und das 

Tryptophan kommt in eine lösungsmittelzugänglichere Orientierung [77], wodurch die Fluo-

reszenz gelöscht wird [77, 78, 120]. In Abbildung 4.10 ist dies zu sehen. Die Tryptophanfluo-

reszenz bei pH 6 nimmt im Vergleich zu pH 7 um etwa die Hälfte ab. Zudem ist eine leich-

te Rotverschiebung des Emissionsmaximums bei pH 6 zu beobachten. Das spricht auch für 

eine Veränderung der Lösungsmittelumgebung [125]. Der Peak bei ~ 310 nm stammt ver-

mutlich von einem Lösungsmittelartefakt, da in der NTD keine Tyrosine vorhanden sind, 

die in diesem Bereich [122] emittieren. 

 

 

Abbildung 4.10: pH-abhängige Fluoreszenz-

spektren der NTD 

Tryptophanfluoreszenz der Wildtyp-NTD bei 

pH 7 (blau) und bei pH 6 (schwarz) 
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Für die Ausbildung des Spinnenseidenfadens ändert die Spinne nicht nur den pH-Wert, 

sondern verringert auch die Salzkonzentration [126]. Durch Erhöhung der IS bei pH 6 kann 

das Monomer-Dimer Gleichgewicht auf die Seite des Monomers verschoben werden [73]. In 

einem Versuch wurde daher getestet, welche IS bei pH 6 notwendig ist, um die NTD in die 

Monomerkonformation zu bringen. In Abbildung 4.11 A ist zu sehen, dass mit ansteigender 

IS die Fluoreszenz der NTDF
 zunimmt und ab 500 mM ein Plateau erreicht ist, das in Über-

einstimmung mit der Fluoreszenzintensität der NTDF bei pH 7 ist. Durch eine Erhöhung der 

IS bei pH 6 wird somit die dissoziierte NTD erhalten, was in Übereinstimmung mit Ergeb-

nissen von Hagn et al. ist [73]. 

 

 

Abbildung 4.11: Salzabhängigkeit der NTD bei Dimerisierung 

Fluoreszenzmessungen der (A) NTDF (100 nM) und der (B) Wildtyp-NTD (250 nM) in pH 6 Puffer 

mit steigender Ionenstärke. Die horizontale schwarze Linie markiert die Fluoreszenzintensität der 

NTDF bzw. der Wildtyp-NTD in pH 7 Puffer. 

 

 

Um auszuschließen, dass der Farbstoff einen Einfluss auf die Messung hatte, wurde glei-

ches Experiment nochmals mit der Wildtyp-NTD durchgeführt (Abbildung 4.11 B). Auch 

hier ist eine Zunahme der Fluoreszenzintensität mit steigender Ionenstärke zu beobachten, 

die ein Maximum ab ~ 500 mM erreicht. Die Fluoreszenzintensität der Wildtyp-NTD bei 

pH 7 liegt in dem gleichen Bereich. Im Vergleich findet bei der NTDF eine etwas stärkere 

Zunahme der Fluoreszenzintensität im unteren Ionenstärkebereich statt. Bei beiden wird 

jedoch das Plateau bei ~ 500 mM erreicht. Dieser geringe Unterschied könnte an der 2,5-

fach höheren Konzentration (100 nM gegenüber 250 nM) der Wildtyp-NTD liegen, die das 
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Monomer-Dimer Gleichgewicht mehr auf die Seite des Dimers verschiebt, da bei einer 

5 µM Konzentration an Wildtyp-NTD die Zunahme noch schwächer ausfällt, aber ebenso 

das Plateau bei ~ 500 mM erreicht wird (siehe Anhang Abbildung 10.12). Tryptophan hat 

einen deutlich geringeren Extinktionskoeffizienten als der Fluoreszenzfarbstoff 

ATTO Oxa11 (5500 M-1 cm-1 gegenüber 125000 M-1 cm-1). Daher wurde die 2,5-fach höhe-

re Konzentration der Wildtyp-NTD gewählt, da bei gleicher die Grenzen der Detektierbar-

keit des Spektrometers erreicht gewesen wären. 

Das Ergebnis lässt vermuten, dass für die Konformationsänderung des Tryptophans nicht 

die pH-Änderung, sondern die Dimerisierung auf Grund der pH-Änderung verantwortlich 

ist, wie auch schon von Jaudzems et al. gezeigt wurde [77].  

Die Dimerisierung der NTD folgt auf die pH-Änderung von pH 7 nach pH 6. Da an der 

Assoziation der NTD daher vermutlich protonierbare Aminosäureseitenketten beteiligt 

sind, wurden diese nacheinander, basierend auf der Q50C, mutiert. Dabei wurden die acht 

negativ geladenen Asparagin- (D) und Glutaminsäuren (E) durch ungeladene Asparagine 

und Glutamine ersetzt. Histidin (H), Arginin (R) und Lysine (K) wurden zu Alanin (A) mu-

tiert (Abbildung 4.12). 

 

 

Abbildung 4.12: Ladungsmutanten der NTD 

Kristallstrukturen der Wildtyp-NTD in der Dimerkonformation (pdb: 3LR2) mit den Mutationen posi-

tiv (rot) und negativ (grün) geladener Seitenketten.  

 

 

Spinnen sind in der Lage sich mit etwa 1 m s-1 abzuseilen [115-117]. Diese hohe Geschwin-

digkeit lässt vermuten, dass die NTD auf den pH-Wechsel hin sehr schnell assoziiert. Dies 
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wurde in Stopped-Flow Experimenten getestet, bei denen die NTD in pH 7 Puffer sehr 

schnell 1:10 in pH 6 Puffer gemischt und die Fluoreszenzintensität detektiert wurde. Dies 

wurde für die NTDF und die Wildtyp-NTD [127] durchgeführt, bei letzterer über die intrinsi-

sche Fluoreszenz. Zu beobachten war eine Abnahme des Fluoreszenzsignals für die NTDF
 

(Abbildung 4.13 A) und die Wildtyp-NTD (siehe Referenz [127]). Diese ließen sich gut an 

eine Biexponentialfunktion anpassen. Die nicht erwartete Amplitude der zweiten Relaxati-

on aus der Datenanpassung der gemessenen Fluoreszenzsignale der Assoziation betrug we-

niger als 10 % von der Hauptamplitude und die Ratenkonstante veränderte sich nicht mit 

zunehmender Konzentration der Proteine. Daher wurde diese einem Hintergrundsignal zu-

geordnet, das nicht von dem Protein stammt. 

 

 

Abbildung 4.13: Exemplarische Stopped-Flow Assoziationsmessungen der NTDF und der Ladungsmutanten 

Fluoreszenzsignale der Assoziation (grün, blau, pink, orange) von NTFF und den Ladungsmutanten, gemes-

sen mittels der Stopped-Flow-Technik durch schnelles Mischen der Proteine von pH 7 in pH 6 Puffer. Die 

schwarzen Kurven sind die Datenanpassungen an eine Biexponentialfunktion. Gezeigt sind jeweils einzelne 

Einspritzungen. 
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Die Assoziationsmessungen mittels der Stopped-Flow-Technik wurden für vier weitere 

Konzentrationen wiederholt, wie in Abbildung 4.14 A für die NTDF gezeigt, und die Raten 

in Abhängigkeit der Konzentration aufgetragen (Abbildung 4.14 B, C). Zu sehen ist, dass 

die Raten mit zunehmenden Ausgangskonzentrationen der NTDF und der Wildtyp-NTD 

ansteigen. Dies spricht für eine bimolekulare Reaktion. 

 

 

Abbildung 4.14: Ratenkonstantenbestimmung der Assoziation der NTD und der NTDF 

(A) Fluoreszenzsignale der Assoziation der NTDF bei verschiedenen Konzentrationen 

gemessen mittels Stopped-Flow-Technik. In (B) sind die gemessenen Ratenkonstanten 

der NTDF und in (C) der Wildtyp-NTD bei verschiedenen Konzentrationen. der Asso-

ziation aufgetragen gegen die Konzentration. Die Linie ist eine lineare Datenanpas-

sung der Werte. Die Fehlerbalken sind die Standardabweichungen aus drei Messungen. 

 

 

Die Assoziationsraten wurden durch die lineare Anpassung der Daten erhalten (Abbildung 

4.14 B, C). Diese ergab für die NTDF eine Assoziationsrate ka von 3,0 ± 0,2 x 108 M-1 s-1 

und für die Wildtyp-NTD von 2,6 ±0,5 x 108 M-1 s-1. Die gute Übereinstimmung der Asso-

ziationsraten aus extrinsicher und intrinsischer Fluoreszenz lässt darauf schließen, dass der 
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extrinsische Fluoreszenzschalter das Verhalten des Proteins nicht beeinflusst. Daher wur-

den die Assoziationsraten der Ladungsmutanten über die Fluoreszenz von ATTO Oxa11 

bestimmt, da dies weniger Proteinmaterial erforderte und das verwendete Gerät im roten 

Wellenlängenbereich sensitiver war. Die NTD-Ladungsmutanten wurden ausschließlich 

farbstoffmarkiert gemessen, daher wird im Weiteren der Einfachheit halber auf die Markie-

rung mit einem F verzichtet. 

Im Weiteren wurden die Assoziationssignale der Ladungsmutanten gemessen. Bis auf die 

D39N und die D40N, die nahezu keine Fluoreszenzänderungen zeigten, konnte für alle Mu-

tanten ein Fluoreszenzabfall gemessen (Abbildung 4.13) und daraus die Assoziationsraten 

berechnet werden, wie zuvor für die NTDF und die Wildtyp-NTD beschrieben.  

 

 

Abbildung 4.15: Assoziationsraten der NTD-Ladungsmutanten 

Assoziationsraten der NTD-Ladungsmutanten mit den Standardfeh-

lern. Der horizontale blaue Balken markiert die Assoziationsrate der 

NTDF, inklusive Fehler. Das X bei D39N und D40N zeigt, dass 

keine Raten gemessen werden konnten. 

 

In Abbildung 4.15 sind die Assoziationsraten der Ladungsmutanten im Vergleich zur NTDF 

dargestellt. Die Raten befinden sich in einem Bereich von 1,2 ± 0,2 x 108 M-1 s-1 bis 

4,8 ± 0,5 x 108 M-1 s-1. Die Ratenkonstanten sind somit ähnlich zur NTDF. 

Spinnenseide wird nicht nur schnell synthetisiert, sondern ist gleichzeitig auch sehr stabil. 

Um Rückschlüsse auf die Stabilität der dimerisierten NTD ziehen zu können, wurden zu-
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sätzlich Dissoziationsmessungen durchgeführt. Diese wurden unter physiologischen Bedin-

gungen bei pH 6 durchgeführt, indem die NTDF mit Hilfe der Stopped-Flow-Technik 

schnell 1:10 in einen Überschuss Wildtyp-NTD gemischt wurde („Chasing-Experiment“). 

Da das Monomer-Dimer Gleichgewicht dynamisch ist und ka vermutlich deutlich größer als 

kd,
 wurde erwartet, dass jedes fluoreszenzgelöschte NTDF-NTDF-Dimer reassoziiert zu ei-

nem fluoreszierenden NTDF-Wildtyp-NTD-Dimer. Da sich bei diesem Versuch die Tryp-

tophanfluoreszenz nicht ändert, war es erforderlich die Dissoziationsraten über den extrinsi-

schen Fluoreszenzschalter zu messen.  

 

Abbildung 4.16: Stopped-Flow Dissoziationsmessungen der NTDF und der Ladungsmutanten 

Fluoreszenzsignale von Dissoziationsmessungen (grün, blau, pink) der NTFF und den Ladungsmutanten, 

gemessen an der Stopped-Flow durch schnelles Mischen der Proteine von pH 6 in einen Überschuss Wildtyp-

NTD in pH 6. Die schwarzen Kurven sind die Datenanpassungen an eine Exponentialfunktion mit zwei Ex-

ponenten. Gezeigt sind jeweils einzelne Einspritzungen. 
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Die beobachteten Fluoreszenzzunahmen sind in Abbildung 4.16 dargestellt. Für die D39N 

und die D40N konnten keine Signale gemessen werden. Die anderen ließen sich gut an 

biexponentielle Funktionen anpassen. Bei niedrigen Ionenstärken waren die zwei Amplitu-

den aus der Datenanpassung nahezu identisch. Um zu identifizieren, welche Amplitude mit 

dazugehöriger Ratenkonstante die Dissoziation widerspiegelt, wurden die Proteine auch bei 

100 und 175 mM Ionenstärke gemessen. Ab ~ 100 mM verschwindet die zweite Amplitude 

und es konnte so ein Rückschluss auf die zutreffende Amplitude und Dissoziationsrate ge-

zogen werden. Diese sind in Übereinstimmung mit monoexponentiell angepassten Dissozi-

ationsmessungen (siehe unten). Die Amplitude der zweiten, zwei bis vierfach langsameren 

Ratenkonstanten, könnte von der Bildung von Aggregaten stammen, in denen zwischen den 

Farbstoffen Homo-FRET, Energietransfer zwischen zwei identischen Farbstoffen, stattfin-

det. Wildtyp-NTD-Oligomere wurden bereits in Lichtstreuungsexperimenten bei pH 6 iden-

tifiziert, allerdings sonst in keinen weiteren Studien [77, 120]. 

Um zu testen, ob die kd-Werte unabhängig von der Proteinkonzentration sind, wie zu erwar-

ten für eine bimolekulare Reaktion, wurden diese für die NTDF bei 25, 50 und 100 nM ge-

messen mit folgenden Werten: 0,3 ± 0,1, 0,33 ± 0,05 und 0,26 ± 0,05 s-1. Im Fehler sind 

diese Werte gleich, und es wurde eine Konzentrationsabhängigkeit ausgeschlossen. 

In einem weiteren Experiment wurde versucht, die Dissoziation der NTDF und der Wildtyp-

NTD, durch schnelles 1:10 Mischen über die Stopped-Flow-Technik von pH 6 in pH 7 zu 

detektieren. Hier konnte keine Änderung im Fluoreszenzsignal gemessen werden, weil die 

Dissoziation unter diesen Bedingungen vermutlich zu schnell für die Zeitauflösung des Ge-

rätes ist, dass eine Totzeit von 1 - 10 ms hat. 
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Abbildung 4.17: Dissoziationsraten der NTD-Ladungsmutanten 

Dissoziationsraten der NTD-Ladungsmutanten mit den Standardabweichungen aus 

drei Messungen. Der horizontale blaue Balken markiert die Dissoziationsrate der 

NTDF, inklusive Standardabweichung. Das X bei D39N und D40N zeigt, dass 

keine Raten gemessen werden konnten. 

 

 

Die Dissoziationsraten aller Ladungsmutanten im Vergleich mit der NTDF (kd = 

0,30 ± 0,05 s-1) sind in Abbildung 4.17 dargestellt. Die Werte unterscheiden sich stark nach 

Position und sind bis auf die E119Q alle zu größeren kd-Werten verschoben, mit einem bis 

zu dreizehnfachen Anstieg der R60A. Der kd der E119Q dagegen ist um ein Fünffaches 

kleiner als der von der NTDF. 

In vorangehenden Experimenten in dieser Arbeit (Abbildung 4.11) und auch bei der Be-

stimmung der Dissoziationsraten hat sich ein Einfluss der Ionenstärke auf die NTD gezeigt. 

Daher wurden die Assoziations- und Dissoziationsraten mit ansteigender Ionenstärke des 

pH 6 Puffers gemessen (Abbildung 4.18). Die Fluoreszenzsignale der Assoziation und Dis-

soziation ließen sich gut mit Biexponentialfunktionen anpassen. 
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Die Assoziationsraten blieben mit steigender Ionenstärke konstant, im Gegensatz zu den 

Dissoziationsraten. Diese nehmen mit größer werdender Ionenstärke zu (Abbildung 

4.19 A). 

 

 

Abbildung 4.19: Salzabhängige Raten und freie Energie der NTDF 

(A) Assoziationsraten ka (schwarze Kreise) und Dissoziationsraten (blaue Kreise) mit Standardabwei-

chungen gemessen bei pH 6 mit steigender Ionenstärke. (B) Freie Energie ΔG, berechnet aus ka und kd, 

aufgetragen gegen die Wurzel der Ionenstärke. Die schwarze Linie ist die lineare Anpassung der Daten. 

 

 

 

Abbildung 4.18: Salzabhängige Stopped-Flow Messungen der NTDF 

Fluoreszenzsignale der NTDF bei Stopped-Flow (A) Assoziations- und (B) Dissoziationsmessungen in pH 6 

Puffern verschiedener Ionenstärke. Die schwarzen Kurven sind die biexponentiellen Datenanpassungen. 
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Aus den Assoziations- und den Dissoziationsraten wurden die Gleichgewichtsdissoziati-

onskonstanten Kd berechnet (Tabelle 3). Diese liegen im nM-Bereich und sind, wie in Ab-

bildung 4.19 A zu sehen, stark ionenstärkeabhängig. Über die Kd-Werte konnte mit Glei-

chung 3.5 die freie Energie der Dimerisierung der NTDF berechnet werden (Tabelle 3, Ab-

bildung 4.20). Auch hier ist eine Positionsabhängigkeit festzustellen. Bis auf die E119Q, 

deren freie Energie um 0,7 ± 0,2 kcal mol-1 größer wird gegenüber der NTDF, sinkt diese 

um bis zu 2,1 ± 0,2 kcal mol-1 bei der R60A.  

 

 

Abbildung 4.20: Freie Energieänderungen der NTD-Ladungsmutanten 

Änderungen der freien Energie (ΔΔG) der NTD-Ladungsmutanten in 

Bezug auf die NTDF. Fehlerbalken geben die Standardabweichungen, 

berechnet aus der Fehlerfortpflanzung, an. 

 

 

Die Debye-Hückel Gleichung beschreibt die elektrostatischen Wechselwirkungen von Io-

nen in Lösung [128]. Um zu überprüfen, ob die Änderungen von kd und der freien Energie 

ΔG von der Ladungsabschirmung durch die Erhöhung der Ionenstärke stammen, wurde ΔG 

gegen die Wurzel der Ionenstärke aufgetragen. Ist ein funktioneller Zusammenhang vor-

handen, ist ΔG proportional zu der Wurzel der Ionenstärke [56, 129]. Es wurde eine lineare 

Abhängigkeit der Daten gefunden, wonach davon ausgegangen wird, dass die 

Debye-Hückel Gleichung zutrifft. Die lineare Datenanpassung wurde für 0 mM Ionenstärke 

extrapoliert und ein kd von 0,025 ± 0,006 s-1 und ein ΔG von 13,8 ± 0,2 kcal mol-1 erhalten. 
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Tabelle 3: Übersicht über die Assoziations- (ka) und Dissoziationsraten (kd) , die Kd-Werte und die 

Änderung der freien Energie ΔΔG der Ladungsmutanten gegenüber der NTDF. 

Mutante ka [108 s-1] kd [s
-1] Kd [nM] ΔΔG [kcal mol-1 ] 

Q50C 3,0 ± 0,2 0,3 ± 0,05 1 ± 0,18 Referenz 

H6A  2,22 ± 0,29 1,2 ± 0,1 5,4 ± 0,84 1 ± 0,14 

E17Q 4,32 ± 0,53 1,0 ± 0,1 2,31 ± 0,37 0,5 ± 0,14 

D39N - - - - 

D40N - - - - 

R60A 1,2 ± 0,24 4,2 ± 0,4 35 ± 7,75 2,1 ± 0,17 

K65A 2,42 ± 0,19 3,7 ± 0,4 15,29 ± 2,04 1,62 ± 0,13 

E79Q 3,05 ± 0,35 0,49 ± 0,05 1,6 ± 0,25 0,28 ± 0,14 

E84Q 4,18 ± 0,12 1,2 ± 0,1 2,87 ± 0,25 0,62 ± 0,12 

E85Q 1,24 ± 0,18 0,9 ± 0,1 7,26 ± 1,33 1,17 ± 0,15 

K93A 4,15 ± 0,61 3,3 ± 0,3 7,95 ± 1,37 1,23 ± 0,15 

E119Q 1,87 ± 0,17 0,06 ± 0,007 0,32 ± 0,05 -0,67 ± 0,14 

D134N 4,78 ± 0,46 1,3 ± 0,1 2,72 ± 0,34 0,59 ± 0,13 

 

 

Die NTD hat wichtige Aufgaben in der Spinne: diese ist für die Wasserlöslichkeit während 

der Lagerung und für die korrekte Ausbildung des Spinnenseidenfadens verantwortlich [75]. 

Ersteres ist möglich, obwohl nur etwa 9 % der Aminosäureseitenketten ionisierbar sind, zu 

sonst im Schnitt üblichen 29 % [130]. Zu dieser einzigartigen Sequenz wurde bis jetzt auch 

noch kein Homolog gefunden [78]. Des Weiteren sind die ionisierbaren Seitenketten vermut-

lich auch in den pH-Schalter involviert [73, 78, 120], wobei die monomere NTD durch Proto-

nierung strukturell und/oder chemisch verändert wird. Dieser Mechanismus ist bis jetzt 

allerdings noch nicht komplett verstanden. 

Um an dem pH-Schalter in der NTD beteiligt zu sein, muss der pKa der beteiligten Amino-

säureseitenkette zwischen pH 7 und pH 6 liegen. Der übliche pKa von Carboxylsäuren liegt 

jedoch in einem Bereich zwischen 3 und 4, was jedoch stark von der Umgebung abhängt 

[130]. Coulombabstoßungen zwischen dicht beieinander liegenden negativen Ladungen kön-

nen zur Anhebung der pKa-Werte führen [130]. Vermutet wurde von Askarieh et al. [78] an-

hand der Kristallstruktur und Mutageneseexperimenten, dass zwischen der D40 und der 

E84 eine direkte Wechselwirkung stattfindet, die für den pH-Schalter verantwortlich ist. 

Allerdings spricht eine weitere NMR-Studie dagegen, die zeigt, dass strukturelle Unter-

schiede zwischen der monomeren und der dimeren NTD vorhanden sind, die bewirken, 

dass die Interaktion zwischen der D40 und der E84 im Monomer nicht vorhanden ist [77]. 
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Die durchgeführten Stopped-Flow Experimente mit den NTD-Ladungsmutanten haben ge-

zeigt, dass scheinbar nur die D39N und die D40N die Dimerisierung der NTD verhindern 

(Abbildung 4.13). Die E84Q hingegen zeigte im Vergleich zur NTD nur eine geringe Ände-

rung des ka-Wertes (Abbildung 4.17). In anderen Studien wurde durch Massenspektromet-

rie und Fluoreszenzmessungen dieses Ergebnis für die D40N bereits bestätigt [71, 78]. Die 

D39 wurde in anderen Studien noch nicht untersucht. Im Monomer und im Dimer sind D39 

und D40 benachbart [127]. Dies könnte dazu führen, dass deren pKa-Werte in den erforderli-

chen Bereich zwischen pH 7 und pH 6 angehoben werden. Durch Mutation einer der Aspa-

raginsäuren zu Asparagin würde dieser Effekt nicht auftreten und die Dimerisierung der 

NTD durch Protonierung würde, wie beobachtet, nicht mehr funktionieren (Abbildung 

4.13). 

Des Weiteren hat sich gezeigt, dass die E119Q die Dissoziation um das Fünffache verlang-

samt und um 0,7 ± 0,2 kcal mol-1 gegenüber der NTDF stabilisiert (Abbildung 4.20). Dies 

könnte daran liegen, dass der pKa-Wert durch die Umgebung erhöht wird und somit eine 

Protonierung bei pH 6 zur Entfernung der Ladung der Carboxylgruppe führt. Computersi-

mulationen zeigen in Übereinstimmung dazu eine Destabilisierung des Dimers durch Ein-

dringen von Wasser bedingt durch die Carboxylgruppe der E119 [79]. Bis jetzt sind die ex-

perimentellen Untersuchungen zur Protonierung von Seitenketten in der NTD bei pH 6 je-

doch noch unvollständig. 

In den Stopped-Flow Experimenten hat sich gezeigt, dass auch die R60A und die K65A 

eine destabilisierende Auswirkung haben, und zwar um eine Abnahme der freien Energie 

um ~ 2 kcal mol-1 gegenüber der NTD. Der Grund dafür könnten die stabilisierenden Salz-

brücken [131] zwischen den positiv geladenen Seitenketten von R60 und K65 mit D39 und 

D40 sein. Neben R60A und K65A destabilisiert K93A ebenfalls die dimerisierte NTD. Im 

Gegensatz zu den anderen Seitenketten liegt diese jedoch im Inneren des Proteins, was die 

Erklärung schwierig macht. Die H6A und die E79Q haben in anderen durchgeführten Stu-

dien keine Auswirkungen auf die Dimerisierung gezeigt [71, 78]. Dies konnte mit den Stop-

ped-Flow Messungen bestätigt werden (Abbildung 4.15, Abbildung 4.17). 

Die NTD-Assoziationsmessungen lieferten eine Assoziationsrate von 3 x 108 M-1 s-1. Dies 

ist sehr schnell, wenn man bedenkt, dass die basale Ratenkonstante für die Protein-Protein 
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Assoziation bei ~ 105 M-1 s-1 liegt [56, 132, 133] und die für die zufällige Kollision von globulä-

ren Proteinen bei 25 °C, berechnet nach der Einstein-Smoluchowski Gleichung, bei 

~ 6 x 109 M-1 s-1 [132]. Somit erreicht die NTD-Assoziationsrate fast das Geschwindigkeits-

limit der Protein-Protein Assoziation. Die Frage ist jedoch, was den Assoziationsprozess 

auf die pH-Änderung von pH 7 auf pH 6 so schnell macht. Bekannt ist, dass auf Grund von 

entgegengesetzter Ladungsverteilung auf Proteinkontaktflächen Coulombkräfte entstehen, 

die Assoziationen von Proteinen beschleunigen können [56]. Dieser Effekt wird jedoch 

durch die Zugabe von Elektrolyten zur Lösung aufgehoben [56, 129, 134-138]. Erstaunlicher-

weise verhielt sich die NTD genau entgegengesetzt zu sonst beobachtetem Verhalten [56]: 

Die Dissoziationsrate wurde durch Erhöhung der Ionenstärke beschleunigt und die Assozia-

tionsrate nicht beeinflusst (Abbildung 4.19). Einen Einfluss zeigten zudem die Ladungsmu-

tanten lediglich auf die Dissoziationsrate (Abbildung 4.17). Eine Erklärung dafür könnte 

der makromolekulare Dipol parallel zur Helixachse sein, der auf Grund der entgegengesetz-

ten Ladungsverteilung in der NTD entsteht [78] (Abbildung 2.10). Durch die antiparralele 

Homodimerisierung kommt es somit zu einer anziehenden Dipol-Dipol-Wechselwirkung, 

die die treibende Kraft der Assoziation sein könnte und nicht durch die Ionenstärke beein-

flusst wird. Berechnungen bezüglich der Elektrostatik in Proteinen haben gezeigt, dass Lö-

sungsmittelabschirmungen bei Dipolwechselwirkungen vernachlässigt werden können [139]. 

Experimentell wurde auch bestätigt, dass Helix-Dipol-Wechselwirkungen in Proteinen 

kaum durch die Ionenstärke beeinflusst werden [140]. 

Bei der Betrachtung der Assoziationsraten muss bedacht werden, dass die NTD in den Ex-

perimenten isoliert untersucht wurde. Diese macht jedoch etwa nur 5 % des Gesamtgewich-

tes eines Spidroins von ~ 300 kDa aus, was die gemessenen Assoziationsraten verlangsa-

men könnte. Hinzu kommt, dass die größere Viskosität, bedingt durch die hohe Konzentra-

tion an Spidroins von bis zu 50 % (w/v) [117], die Mobilität der NTD in der Spinne vermin-

dern könnte. Dennoch wäre eine Assoziationsrate im Bereich der basalen Ratenkonstante 

zu langsam, um eine Synthese der Spinnenseidenfaser in einer Geschwindigkeit von 1 m s-1 

zu erreichen. 

Das biologische System der Spinnenseiden-NTD wurde im Folgenden dazu verwendet, die 

Fluoreszenzlöschmechanismen PET, FRET und die H-Dimerbildung zu vergleichen. 
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Abbildung 4.21: Das NTD FRET-Reportersystem 

Kristallstruktur der dimeren Wildtyp-NTD, bestehend aus den 

zwei Monomeren in blau und grau (pdb: 3LR2). In grün markiert 

die Serine an Position 91, die zu Cysteinen mutiert und mit thiol-

reaktiven Fluoreszenzfarbstoffen markiert werden. 

 

Dazu wurde die Mutante S91C synthetisiert, in der ein Serin an Position 91 (Abbildung 

4.21) gegen ein Cystein ausgetauscht wurde für die Markierung mit einem thiolreaktivem 

Farbstoff. Diese Position wurde gewählt, da es durch die räumliche Trennung durch das 

Protein zu keiner Wechselwirkung zwischen den Farbstoffen mehr kommen sollte. Die Dis-

soziationsrate konnte daher nicht mehr über die Auflösung der Farbstoff H-Dimere detek-

tiert werden. Stattdessen sollte dies nun über FRET möglich sein. Dazu wurde ein Teil des 

S91C Proteins mit dem Fluoreszenzfarbstoff Cy3, dem Donor, und der andere Teil mit Cy5, 

dem Akzeptor, markiert. Der Försterradius der beiden Farbstoffe wurde zuvor mit Glei-

chung 2.9 berechnet. Dieser liegt bei ~ 5,6 nm. Der Abstand der Cysteine an Position 91 im 

NTD-Dimer wurde mit Hilfe des Programmes PyMol (pdb: 3lr2) auf 3,3 nm abgeschätzt. 

Da der Försterradius von Cy3 und Cy5 deutlich größer ist als der Abstand der Cysteine zu-

einander, sollte ein FRET-Übertrag möglich sein [17]. 

Dies wurde in einer Fluoreszenzmessung getestet (Abbildung 4.22). Dazu wurde die 

Cy3-NTD in pH 6 Puffer alleine gemessen, und mit einem fünffachen Überschuss an 

Cy5-NTD mit steigender Ionenstärke des Puffers. Der Überschuss an Cy5-NTD wurde ein-

gesetzt, damit möglichst jede Cy3-NTD eine Cy5-NTD gebunden hat. Angeregt wurde bei 

510 nm, sodass Cy5 nicht direkt angeregt werden konnte und ein möglicher Emissionspeak 

von einem Energietransfer stammt. 
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Abbildung 4.22: FRET Salzabhängigkeitsmessungen der S91C-NTD 

Fluoreszenzspektren aufgenommen in pH 6 Puffer der Cy3-NTD alleine (pink), 

zusammen mit einem fünffach Überschuss Cy5-NTD mit 20 mM (blau), 50 mM 

(grün) und 75 mM (orange) Ionenstärke. 

 

Die Messung der Cy3-NTD alleine zeigt ein typisches Cy3 Emissionsspektrum mit der ma-

ximalen Fluoreszenzintensität von ~ 650 a.u. bei ~ 570 nm. Diese nimmt bei Zugabe eines 

Überschusses Cy5-NTD auf ~ 320 a.u. ab und es entsteht ein zusätzlicher Peak im Emissi-

onsmaximum von Cy5 (664 nm) mit einer Intensität von ~ 200 a.u.. Dieser Peak verringert 

sich mit steigender Ionenstärke des Puffers, woraufhin der andere bei ~ 570 nm wieder an-

steigt. Dieser Versuch zeigt durch das Aufkommen des zweiten Emissionspeaks bei 664 nm 

und der Abnahme der Donorfluoreszenz, dass ein FRET-Übertrag von Cy3 auf Cy5 stattge-

funden hat. Es ist bekannt, dass durch die Erhöhung der Ionenstärke das Monomer-Dimer 

Gleichgewicht auf Seiten des Monomers verschoben wird [73], in Abbildung 4.22 an dem 

sinkenden Energieübertrag zu erkennen. Gleiches wurde in dieser Arbeit zuvor auch schon 

durch die Fluoreszenzlöschung bei H-Dimerbildung und die intrinsische Tryptophanfluo-

reszenz gezeigt (Abbildung 4.11).  

Um die H-Dimerbildung der Farbstoffe an der dimeren S91C auszuschließen, wurde diese, 

wie zuvor die Q50C, für eine Stopped-Flow Messung mit ATTO Oxa11 markiert. Die Dis-

soziation wurde über das 1:10 Mischen der ATTO Oxa11-S91C in einen Überschuss 

Wildtyp-NTD gemessen. Es war keine Änderung des Fluoreszenzsignals zu detektieren 
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(Abbildung 4.23). Dies lässt darauf schließen, dass keine Interaktion zwischen den Farb-

stoffen an Position S91C möglich ist. 

 

Abbildung 4.23: Stopped-Flow Dissoziationsmessung der S91C-NTD über FRET 

Fluoreszenzsignale bei Stopped-Flow Dissoziationsmessungen in pH 6 Puffern der 

S91C markiert mit ATTO Oxa11 (blau) oder mit Cy3 und Cy5 (grün). Bei letzte-

rem FRET Experiment wurde Cy3 mit einer Laserdiode der Wellenlänge 524 nm 

angeregt und die Emission von Cy5 detektiert. Die schwarzen Kurven sind die 

monoexponentiellen Datenanpassungen. 

 

In einem nächsten Experiment sollte die Dissoziationsrate über FRET und ohne direkte 

Farbstoff-Farbstoff Wechselwirkung gemessen werden. Dazu wurde ein Fünffachüber-

schuss an Cy3-NTD mit Cy5-NTD in pH 6 Puffer vorgelegt und über Stopped-Flow-

Technik 1:10 in einen Überschuss Wildtyp-NTD gemischt. Der Überschuss an Cy3-NTD 

wurde eingesetzt, damit möglichst jede Cy5-NTD mit einer Cy3-NTD dimerisiert. Ange-

regt wurde bei Cy3 mit einer Laserdiode der Wellenlänge 524 nm. Detektiert wurde die 

Emission von Cy5. Zu beobachten war eine Abnahme des Fluoreszenzsignals (Abbildung 

4.23), das monoexponentiell angepasst werden konnte. Die monoexponentielle Datenan-

passung lässt darauf schließen, dass die zweite Kinetik der Dissoziationsmessung der NTDF 

(Abbildung 4.16) einem Farbstoffartefakt und nicht der Aggregatbildung des Proteins zuzu-

schreiben ist. Die gemessene Dissoziationsrate beträgt 1,46 ± 0,02 s-1. Im Vergleich dazu ist 

der kd-Wert von der NTDF mit 0,30 ± 0,05 s-1 ~ 4,8-mal kleiner. Dies spricht für eine stabi-

lisierende Wirkung der Farbstoff H-Dimere auf die dimerisierte NTDF. Dieses Ergebnis ist 

in Übereinstimmung mit Ergebnissen von Bollmann et al., die von stabilisierenden Effekten 

bei H-Dimeren berichten [21]. 
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Abbildung 4.24: Vergleich der Dissoziationsmessungen über PET und H-Dimere 

Fluoreszenzsignale bei Stopped-Flow Dissoziationsmessungen in pH 6 Puffern 

der Q50C markiert mit Cy5 (blau) und zusätzlich einem Überschuss der Q50W 

(grün) oder mit Alexa 488 (pink) und der Q50W (lila). Die schwarzen Kurven 

sind die monoexponentiellen Datenanpassungen 

 

Im Weiteren wurde die Q50C mit acht weiteren Farbstoffen (siehe Tabelle 1) markiert, um 

zu testen, wie stark diese das NTDF-Dimer stabilisieren.  

Dazu wurde die farbstoffmarkierte NTD wieder in pH 6 Puffer vorgelegt und 1:10 in einen 

Überschuss Wildtyp-NTD (pH 6 Puffer) gemischt und das Fluoreszenzsignal detektiert. 

Nur die Dissoziationssignale der Cy5- und der Alexa 488-NTD ließen sich mit monoexpo-

nentiellen Funktionen anpassen (Abbildung 4.24), für alle anderen waren bi- oder triexpo-

nentielle Funktionen notwendig und eine Identifizierung der zutreffenden Dissoziationsrate 

war nicht möglich. Ein Grund dafür könnten wieder Farbstoffartefakte sein. Für die 

Cy5- und die Alexa 488-NTD liegen die Dissoziationsraten bei 0,46 ± 0,02 s-1 und 

0,38 ± 0,02 s-1. D.h. diese zwei Farbstoffe haben ebenfalls eine stabilisierende Wirkung auf 

die dimerisierte NTDF. Im Fehler ist kd für Alexa 488 identisch im Vergleich zu 

ATTO Oxa11 und für Cy5 etwas größer.  

Die NTDF Dissoziation sollte im Weiteren auch über PET gemessen werden. Dazu wurde 

anstelle eines Cysteins an Position 50 (Q50C) (Abbildung 4.8) der NTD ein Tryptophan 

(Q50W) über ortsspezifische Mutagenese eingefügt. Die Idee war, die farbstoffmarkierten 

NTDs mit einem Überschuss Q50W zu mischen, sodass sich NTDF-Q50W Dimere bilden, 
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in denen die Farbstoffe in nahen Kontakt mit dem Tryptophan kommen und durch PET 

gelöscht werden. Dies wurde zuerst in einem Ensembleexperiment in pH 6 Puffer getestet, 

indem zuerst die farbstoffmarkierte NTD allein gemessen wurde, dann mit einem Zehn-

fachüberschuss Q50W und in einer dritten Messung mit einem 33-fachen Überschuss an 

Wildtyp-NTD. Letzterer, um die farbstoffgelöschten NTDF-Q50W-Dimere in fluoreszie-

rende NTDF-Wildtyp-NTD-Dimere umzuwandeln (Abbildung 4.25). 

 

 

Abbildung 4.25: Fluoreszenzmessungen der unterschiedlich farbstoffmarkierten 

Ladungsmutanten 

Fluoreszenzspektren in pH 6 Puffer der Q50C gelabelt mit ATTO 532, Cy5, ATTO 565, 

Cy3b, Cy3, Alexa 594, Alexa 488 und ATTO 647N (schwarze Spektren), nach Zugabe 

der Q50W (orange Spektren) und nach Zugabe von Wildtyp-NTD (blaue Spektren). 
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Zu beobachten ist, dass bei drei der untersuchten Farbstoffe, ATTO 532, Cy3 und 

Alexa 488, die Fluoreszenz abnimmt nach Zugabe der Q50W, für ATTO 565 und AT-

TO 647N zunimmt und für Cy5, Cy3b und Alexa 594 konstant bleibt. Nach der Applikation 

des Wildtyp-Proteins zeigen alle Farbstoffe eine maximale Fluoreszenzintensität. Parallel 

zu den Emissionsspektren wurden auch Absorptionsmessungen durchgeführt. In diesen ist 

auf die Zugabe der Q50W hin eine Abnahme des Peaks bei der kürzeren Wellenlänge zu 

beobachten, exemplarisch für die Cy5-NTD gezeigt (Abbildung 4.26). 

 

 

Abbildung 4.26: Absorptionsmessung der Cy5-NTD 

Absorptionsspektren in pH 6 Puffer der Cy5-NTD alleine (grün), zusammen mit 

einem Überschuss der Q50W (pink) und einem Überschuss der Wildtyp-NTD 

(blau). 

 

Die Ergebnisse aus den Emissions- und Absorptionsmessungen zeigen, dass die Zugabe der 

Q50W den Löschprozess der Farbstoffe ändert. Die charakteristischen H-Dimer Spektren 

der Farbstoff-Farbstoff Wechselwirkung verschwinden und je nach Farbstoff werden diese 

stärker, schwächer oder gleich stark von Tryptophan gelöscht. 

Da somit gezeigt wurde, dass das Tryptophan der Q50W vermutlich über PET mit den 

Farbstoffen wechselwirkt, wurde diese Art der Fluoreszenzlöschung auch dafür verwendet 

die Dissoziation der farbstoffmarkierten NTDs zu messen. Dazu wurden die farbstoffmar-

kierten NTDs mit einem Zehnfachüberschuss Q50W in pH 6 Puffer vorgelegt und mit Hilfe 

der Stopped-Flow 1:10 in Wildtyp-NTD, im gleichen Puffer, gemischt. Zu beobachten war 
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für alle farbstoffmarkierten NTDs eine Fluoreszenzabnahme, die aber nur für die Cy5-NTD 

und die Alexa 488-NTD monoexponentiell angepasst werden konnte (Abbildung 4.24). Für 

alle anderen konnte die Dissoziationsrate nicht identifiziert werden, da zwei oder drei Ex-

ponenten zur Datenanpassung notwendig waren. Eine mögliche Fehlerquelle in diesem Ex-

periment könnte sein, dass nicht alle farbstoffmarkierten NTDs mit einer Q50W dimerisiert 

sind und es auch noch zur Ausbildung von H-Dimeren kommt. Die Raten für die Cy5-NTD 

und die Alexa 488-NTD liegen bei 0,88 ± 0,01 s-1 und 0,41 ± 0,02 s-1. Somit scheint die 

Wechselwirkung von Cy5 mit Tryptophan etwas schwächer zu sein als die Cy5 H-Dimer 

Interaktion. Bei Alexa 488 ist kein Unterschied zu beobachten. Das Experiment hat gezeigt, 

dass die Dissoziationsrate, abhängig vom Farbstoff, um das etwa 1,6- bis 3,6-fache verlang-

samt wird. 

Auf Grund von hydrophoben Wechselwirkungen in wässrigen Lösungen neigen viele Flu-

orophore dazu, nichtfluoreszierende H-Dimere zu bilden [141] (Abbildung 4.9). Durch Un-

tersuchung des biologischen Systems der Spinnenseiden NTD über PET, FRET und 

H-Dimere hat sich gezeigt, dass H-Dimere und die π-gestapelte Interaktion zwischen Farb-

stoff und Tryptophan eine stabilisierende Wirkung auf dimerisierte NTDs haben. Von stabi-

lisierenden Effekten bei H-Dimerbildung und zwischen Farbstoff und Tryptophan berichte-

ten unter anderem Daidone et al. [21, 103, 107]. In einer weiteren Studie [30] wurde herausge-

funden, dass es unterschiedlich starke Tendenzen von Farbstoffen gibt, nichtfluoreszierende 

Absorptionskomplexe mit Tryptophan zu bilden. Ein Grund dafür sind die unterschiedli-

chen Elektronenaffinitäten der Farbstoffe. Im Vergleich mit Rhodaminen und Cyaninen 

haben Oxazine die höchste Tendenz Elektronen aufzunehmen [142]. Eventuell könnte dies 

eine Erklärung für die unterschiedlichen Fluoreszenzabnahmen der Farbstoffe auf die Zu-

gabe der Q50W zu den fluoreszenzmarkierten NTDs sein (Abbildung 4.25). Trotz der 

schwachen Interaktion (Elektronenaufnahmetendenz) des Carbocyanins Cy5 mit Tryp-

tophan [143] konnte über PET die Dissoziationsrate bestimmt werden. Für Cy5 zeigte sich 

ebenfalls nur eine geringe Fluoreszenzlöschung auf H-Dimerbildung hin (Abbildung 4.25), 

was eventuell an der negativen Ladung [143] des Farbstoffes liegen könnte. Der Vergleich 

der gemessenen Dissoziationsraten über PET und H-Dimerbildung der Alexa 488-NTD und 

der Cy5-NTD zeigt für erstere keinen Unterschied und für letztere eine etwas größere Dis-

soziationsrate bei der PET Messung. Der Anstieg der Dissoziationsrate könnte eventuell an 
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der höheren Bindungsstärke zwischen Farbstoffen gegenüber Farbstoff und Tryptophan 

liegen [21]. Beobachtet werden konnte auch anhand der Emissions- und Absorptionsspektren 

(Abbildung 4.25 und Abbildung 4.26), dass sich der Löschprozess der H-Dimerbildung von 

PET unterscheidet. 

Die Experimente haben gezeigt, dass die Spinnenseiden-NTD gut über die Fluoreszenz-

löschmechanismen PET, H-Dimerbildung und FRET untersucht werden kann, die Mecha-

nismen aber unterschiedliche Dissoziationsraten und Exponentialitäten der Anpassungs-

funktionen liefern. Keine Auswirkungen hat die H-Dimerbildung dabei auf die Assoziation 

der NTD. Dieses wurde im Vergleich der Assoziationsraten, gemessen über die intrinsische 

Tryptophanfluoreszenz und den extrinsischen Fluoreszenzschalter, gezeigt. Die stabilisie-

rende Wirkung der Farbstoff H-Dimere verändert die Aussage über die Auswirkungen der 

NTD-Ladungsmutanten auf die Dissoziation nicht, da bei allen diese Wechselwirkung 

gleichermaßen beteiligt war. Für weitere Experimente wäre jedoch das FRET vor dem PET 

System und der H-Dimerbildung zu bevorzugen, da es hier anscheinend nicht zu stabilisie-

renden Wechselwirkungen kommt. 
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4.3 Dynamiken innerhalb der Ligandenbindungsdomäne des 

AMPA-spezifischen Glutamatrezeptors 2 

Glutamatrezeptoren haben eine wichtige Aufgabe im Nervensystem von Vertebraten: diese 

regulieren die schnelle exzitatorische synaptische Transmission [82, 84, 144, 145]. Bei Fehlfunk-

tion kann es zu Krankheiten wie Epilepsi, Parkinson oder Alzheimer kommen [82]. Bindet 

Glutamat an die Agonistenbindungsstelle der LBD des GluR zwischen der S1- und der 

S2-Domäne, geht die LBD aus der offenen zweischaligen ungebundenen apo-Form durch 

Bewegung der S2-Domäne in eine geschlossene über [89]. Daraufhin öffnet sich die Kanal-

pore und ein Ionenstrom kann fließen [89]. Die Veränderungen der Dynamiken in der isolier-

ten GluR2-LBD, die auf die Bindung von Agonisten und unvollständigen Agonisten statt-

finden, sollten mit Hilfe von PET-FCS untersucht werden. 

 

Abbildung 4.27: Das GluR2-LBD Reportersystem 

Kristallstruktur der GluR2-LBD in der apo-Form (pdb: 1fto). Links: Seitenansicht mit den 

in rot markierten Mutationen für das PET-Reportersystem. Rechts: Frontansicht mit den 

vier in grün markierten Tryptophanen, den vier Cysteinen in gelb und den drei in Rot dar-

gestellten Mutationen. 

 

Dafür musste ein PET-Reportersystem in die LBD eingebracht werden, bestehend aus ei-

nem Cystein (C) für die Fluoreszenzmarkierung mit dem thiolreaktiven Farbstoff 

ATTO Oxa11 und der Aminosäure Tryptophan (W), dem Löschmolekül. Cystein und Tryp-

tophan mussten dafür so an den Enden der D1- und D2-Domänen positioniert werden, dass 
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der Farbstoff nicht in Kontakt mit einem der vier nativen Tryptophane kommen kann 

(Abbildung 4.27). Als beste mögliche Positionen für das Cystein wurden die Glycine (G) 

an Stelle 57 und 59 in der D1 gefunden. Das Tryptophan wurde über ortsspezifische Muta-

genese gegenüberliegend in der D2 an Position 173, anstelle eines Threonins (T), einge-

bracht. 

 

 

Abbildung 4.28: Konformationsänderung der GluR2-LBD 

In (A) ist die Kristallstruktur der apo-Form der GluR2-LBD (pdb:1fto) und in 

(B) die der L-Glu gebundenen Form (pdb: 3dp6) dargestellt. Rot markiert sind 

jeweils die Positionen für die Cysteine (C) und das Tryptophan (W) des PET-

Reportersystems. In schematischen Zeichnungen sind in (A) und (B) die Dis-

tanzen zwischen der G57C und der T173W (grün) und der G59C und der 

T173W (pink) dargestellt, die sich auf die Bindung von L-Glu (orange) hin 

ändern. 

 

 

Die Konformation der LBD ändert sich auf die Bindung von L-Glu hin, sodass sich die 

Distanz zwischen G57C und T173W von ~ 17,7 Å auf ~ 12,1 Å und zwischen G59C und 

T173W von ~ 12,5 Å auf ~ 7,2 Å (pdb: 1fto und 3dp6) verringert, also um ~ 5,6 Å und 

~ 5,3 Å (Abbildung 4.28). Diese geringe Distanzänderung benötigt zur Detektion ein pho-

tophysikalisches Phänomen mit hoher Ortsauflösung. FRET ist in einem Bereich zwischen 

0,5 -2-mal dem Försterradius sensitiv, um Distanzänderungen zu messen [17], d.h. für die 

meisten Farbstoffpaare etwa zwischen 2 – 10 nm, wozu dieser häufig verwendet wird, den 
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Bereich hier jedoch nicht abdeckt. PET hingegen geschieht bei van-der-Waals Kontakt, und 

eignet sich somit Änderungen im Bereich ≤ 1 nm [15] aufzulösen. Daher wurde PET in 

Kombination mit FCS, welche eine zeitliche Auflösung von 6,25 ns hat, für die Untersu-

chung der Bewegungen innerhalb der LBD verwendet. 

Die Schwierigkeit bei der Farbstoffmarkierung der GluR2-LBD war, dass es neben dem 

eingebrachten Cystein auch vier native Cysteine hat, wobei zwei durch eine Disulfidbrücke 

verbunden sind. Daher musste als Kontrolle beim Markieren der Cysteinmutanten auch der 

Wildtyp mit der gleichen Markierungsmethode behandelt werden. Dieser wurde unter den 

gewählten Markierungsbedingungen im Gegensatz zu den Cysteinmutanten nicht farb-

stoffmarkiert, was durch eine Größenausschlusschromatographie überprüft wurde. 

In weiteren Experimenten sollte das Verhalten der LBD auf die Zugabe von den Agonisten 

L-Glu und AMPA, dem unvollständigen Agonisten Kainate, dem Antagonisten NBQX [89] 

und von CTZ untersucht werden. Dazu musste aber zuvor ausgeschlossen werden, dass 

diese Stoffe die photophysikalischen Eigenschaften des Farbstoffes ATTO Oxa11 beein-

flussen. In einem Küvettenexperiment wurde daher die Fluoreszenzänderung von 

ATTO Oxa11 nach Zugabe der genannten Stoffe untersucht (Abbildung 4.29). CTZ, L-Glu, 

AMPA und Kainate bewirken nur eine geringe Abnahme der Fluoreszenzintensität, wohin-

gegen NBQX diese um mehr als die Hälfte verringert. 
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Abbildung 4.29: Interaktionstest mit ATTO Oxa11 

Fluoreszenzspektren des Farbstoffes ATTOoxa 11 und im Beisein von (A) CTZ (blau) und (B) 

NBQX (pink), Kainate (grün), L-Glu (orange) oder AMPA (blau). Die Konzentrationsverhältnis-

se zwischen Farbstoff und zugegebenem Stoff entsprechen denen in FCS-Messungen verwende-

ten. 

 

In einem weiteren Kontrollexperiment wurden FCS-Messungen des Farbstoffes 

ATTO Oxa11 mit CTZ, L-Glu, AMPA, Kainate und NBQX durchgeführt. Bei Zugabe aller 

Stoffe, bis auf NBQX, ist nur ein Abfall der Diffusion in der Autokorrelationsfunktion zu 

beobachten (Abbildung 4.30). Dieser kann mit einem zweidimensionalen Diffusionsterm 

angepasst werden. Die Diffusionszeiten stimmen mit der vom Farbstoff alleine gemesse-

nen, mit τD = 0,4 ± 0,01 ms, überein. In der Messung mit NBQX ist neben dem Abfall der 

Diffusion des Farbstoffes durch den Fokus ein zweiter zu beobachten (Abbildung 4.30 B). 

Dieser hat eine Zeitkonstante von 2,7 ± 0,5 µs und resultiert vermutlich aus einer löschen-

den Wechselwirkung des NBQX mit ATTO Oxa11. Da die Versuche gezeigt haben, dass 

NBQX mit ATTO Oxa11 interagiert (Abbildung 4.29 und Abbildung 4.30) wurde dieses in 

anschließenden Experimenten nicht verwendet. 
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Abbildung 4.30: FCS Interaktionstest mit ATTO Oxa11 

FCS-Autokorrelationsfunktionen des Farbstoffes ATTO Oxa11 gemessen im Beisein von (A) CTZ 

(blau), AMPA (pink), Kainate (grün), L-Glu (orange) oder (B) NBQX (blau), an einem Setup mit größe-

rem konfokalen Volumen. Die Autokorrelationsfunktionen in (A) ließen sich mit einem zweidimensiona-

len Diffusionsterm (schwarz) anpassen, die in (B) benötigte einen zusätzlichen Exponenten (schwarz). 

Die Autokorrelationsfunktionen wurden auf die Teilchenzahl normiert und in (A) mit einem Offset ver-

sehen. 

 

 

Im Weiteren wurden die Mutanten G57C und G59C synthetisiert und farbstoffmarkiert. 

Diese wurden benötigt, um zu testen, ob ATTO Oxa11 ohne das Tryptophan an Position 

T173W, schon mit einem der nativen Tryptophane oder Teilen des Proteins Löschkinetiken 

verursacht. In Abbildung 4.31 A ist die Autokorrelationsfunktion von G57C in der 

apo-Form zu sehen, mit einem großen Abfall der Diffusion und einem zweiten Abklingver-

halten mit einer Amplitude von 3 ± 0,3 % und einer Zeitkonstante von 1,7 ± 0,4 µs. Da die 

zweite Amplitude vernachlässigbar gering ist, war die G57C für weitere Versuche geeignet. 

Gleiches gilt für die G59C. In deren Autokorrelationsfunktion der apo-Form war nur ein 

Abfall, verursacht durch Diffusion, zu beobachten (Abbildung 4.32 A). Es kommt also bei 

der G59C zu keiner Löschdynamik des Farbstoffes mit dem Protein. 

 



Dynamiken innerhalb der Ligandenbindungsdomäne des AMPA-spezifischen GluR2 

 95 

 

Abbildung 4.31: FCS Messungen der GluR2-LBD basierend auf der G57C 

Autokorrelationsfunktionen der GluR2-LBD Mutanten. (A) G57C (pink) und G57C_T173W (orange) in 

der apo-Form und mit L-Glu (blau). (B) G57C_T173W mit AMPA (pink), Kainate (blau) und in der apo-

Form (orange). Die Autokorrelationsfunktionen wurden auf die Teilchenzahl normiert und mit einem 

zweidimensionalen Diffusionsterm und ein (G57C apo), zwei (G57C_T173W L-Glu / AMPA / Kainate) 

oder drei (G57C_T173W apo) unabhängigen Exponenten angepasst (schwarze Kurven). 

 

 

Basierend auf diesen Konstrukten wurden die Doppelmutanten G57C_T173W und 

G59C_T173W exprimiert, aufgereinigt und farbstoffmarkiert. In FCS-Messungen wurde 

deren Verhalten auf die Zugabe von L-Glu, AMPA und Kainate hin in Lösung untersucht. 

Die FCS-Autokorrelationsfunktionen der G57C_T173W und der G59C_T173W in der 

apo-Form und der G59C_T173W mit Kainate wurden mit Gleichung 3.4 angepasst, einem 

zweidimensionalen Diffusionsterm mit drei unabhängigen Exponenten. Die G57C_T173W 

mit L-Glu, AMPA, Kainate und die G59C_T173W mit L-Glu und AMPA wurden mit 

Gleichung 3.3, einem zweidimensionalen Diffusionsterm mit zwei unabhängigen Exponen-

ten ausgewertet (Abbildung 4.31 und Abbildung 4.32). 
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Abbildung 4.32: FCS Messungen der GluR2-LBD basierend auf der G59C 

Autokorrelationsfunktionen der GluR2-LBD Mutanten. (A) G59C (pink) und G59C_T173W (oran-

ge) in der apo-Form und mit L-Glu (blau). (B) G59C_T173W mit AMPA (pink), Kainate (blau) 

und in der apo-Form (orange). Die Autokorrelationsfunktionen wurden auf die Teilchenzahl nor-

miert und mit einem zweidimensionalen Diffusionsterm alleine (G59C apo) oder mit zwei 

(G59C_T173W L-Glu / AMPA) oder drei (G59C_T173W apo / Kainate) unabhängigen Exponen-

ten angepasst (schwarze Kurven). 

 

 

Der erste Vergleich der Autokorrelationsfunktionen zeigt deutlich kleinere Amplituden und 

langsamere Zeitkonstanten für die G57C_T173W gegenüber der G59C_T173W (Abbildung 

4.31 und Abbildung 4.32). Dies könnte an dem größeren Abstand der T173W zur G57C, als 

zur G59C liegen, denn erstere sind nach einer Abschätzung mit Hilfe des Programmes Py-

Mol in der L-Glu gebundenen Form (pdb: 3dp6) ~ 1,2 nm und zweitere ~ 0,7 nm voneinan-

der entfernt und PET funktioniert optimal bei van-der-Waals Kontakt, ≤ 1nm. Des Weiteren 

befindet sich noch eine kleine Schleife des Proteins zwischen der G57C und der T173W 

(Abbildung 4.27), der den Kontakt auch einschränken und die kleineren Amplituden erklä-

ren könnte. Für beide PET-Reportersysteme sind jedoch die gleichen Veränderungen auf 

die Bindung von L-Glu und AMPA an die LBD zu beobachten: eine Kinetik im µs-Bereich 

entfällt im Vergleich zur apo-Form (Tabelle 4). Im Weiteren wird auf Grund der größeren 

Amplituden die G59C_T173W betrachtet. 

Optisch und qualitativ (Amplituden und Zeitkonstanten) verhält sich die G59C_T173W auf 

die Bindung von L-Glu und AMPA ähnlich. Die etwas kleineren Amplituden bei AMPA 

Bindung könnten eventuell von der stärkeren Bindung von AMPA gegenüber L-Glu an die 

LBD stammen (Kd AMPA: 10 nM, Kd L-Glu: 820 nM) [146]. Dazu unterscheiden sich deut-



Dynamiken innerhalb der Ligandenbindungsdomäne des AMPA-spezifischen GluR2 

 97 

lich die apo-Form und die Kainate-gebundene Form. Bei der G59C_T173W kommt für 

diese die Amplitude K1 hinzu, die bei Kainatebindung deutlich kleiner ist als in der 

apo-Form. 

Die LBDs von AMPA GluRs scheinen keine starre Strukturen zu sein, sondern wechseln 

im Gleichgewicht zwischen verschiedenen Konformationen [147-149], was durch die beobach-

teten PET-FCS Amplituden in den Autokorrelationsfunktionen der G57C_T173W und der 

G59C_T173W sichtbar wird. Auf Grund dieser Konformationsänderungen innerhalb der 

LBD kommen Farbstoff und Tryptophan in nahen Kontakt und dieser kann über PET ge-

löscht werden [15]. 

Auf die Bindung von L-Glu und AMPA hin schließt sich die zweischalige Struktur der 

GluR2-LBD um ~ 20°, bei Kainate um ~ 12° gegenüber der apo-Form [89]. Dies ist jedoch 

das Ergebnis von Kristallstrukturdaten, in denen das Protein jeweils durch Kristallkontakte 

in einer bestimmten Konformation „eingefroren“ ist. L-Glu und AMPA rufen die gleichen 

elektrophysiologischen Signale in AMPA GluRs hervor, obwohl AMPA im Durchschnitt 

etwa 20-fach stärker bindet [150, 151]. Signale auf die Zugabe von Kainate hingegen sind 

deutlich kleiner, was mit der geringeren Schließung der LBD in Verbindung gebracht wird 

[89, 152, 153]. Diese Phänomene könnte sich in den ähnlichen, beobachteten Zeitkonstanten der 

Autokorrelationsfunktionen in Anwesenheit von L-Glu und AMPA widerspiegeln und den 

Unterschied zu Kainate erklären (Tabelle 4). 

Simulationen von Arinaminpathy et al. [144] zeigen für die GluR2-LBD, dass die Fluktuatio-

nen in der L-Glu gebundenen Form am geringsten sind, in der Kainate-Form zunehmen und 

am größten in der apo-Form sind. Dies könnte an den zwei stabilisierenden H-Brücken zwi-

schen der D1- und der D2-Domäne liegen, die bei Bindung von L-Glu oder AMPA entste-

hen und in der apo- und Kainate-Form fehlen [89]. Zu sehen ist dies möglicherweise in den 

Autokorrelationsfunktionen durch die dritte Kinetik K1 in der apo- und Kainate-Form im 

µs-Bereich, die in der Amplitude für letztere aber noch um mehr als die Hälfte geringer ist, 

aber schon die zunehmende Flexibilität in der LBD anzeigen könnte.  
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Abbildung 4.33: Wechselwirkungen von Agonisten und teilweise Agonisten mit der LBD 

Kristallstrukturen der GluR2-LBD mit gebundenem (A) L-Glu (pdb: 3dp6), (B) AMPA (pdb: 1ftm) und 

(C) Kainate (pdb: 1ftk). Dargestellt sind jeweils die H-Brücken (grün) der Agonisten und teilweise Ago-

nisten mit der LBD und ausgewählte Wassermoleküle (blau). 

 

 

Die α-Carboxyl- und α-Aminogruppen von L-Glu, AMPA und Kainate wechselwirken mit 

der D1- und D2-Domäne der LBD-Bindungstasche über sieben Ionenpaare und H-Brücken 

[89] (Abbildung 4.33). Arg485, Pro478, Thr480, Ser654 und Glu705 spielen dabei eine 

wichtige Rolle [89] (Nummerierung hier bezogen auf den Gesamtrezeptor). Die Interaktio-

nen von AMPA und Kainate mit der D1-Domäne sind gleich, die mit der D2-Domäne un-

terscheiden sich, was bewirkt, dass die Kainate gebundene Form nicht die geschlossenere 

von L-Glu oder AMPA einnehmen kann [89]. Die noch geringere Amplitude K1 in der Kai-

nate-Form gegenüber der apo-Form der PET-FCS Messungen könnte somit an den Wech-

selwirkungen mit der D1- und D2-Domäne liegen, die in der ungebundenen Form fehlen. 
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Der Gyrationsradius wird auf die Bindung von L-Glu hin um 0,8 Å kleiner [89, 144]. Über die 

Diffusionszeit konnte dies mittels FCS in dieser Arbeit nicht gemessen werden, da so ge-

ringe Unterschiede nicht aufgelöst werden können. Bei den Strukturdaten handelt es sich 

um Kristallstrukturen, welche den gemessenen hydrodynamischen Radius dieser flexiblen 

Domäne in Lösung nicht vollständig widerspiegeln könnten. „All-atom molecular dyna-

mics“ Simulationen von Lau et al. [147] haben dahingehend ergeben, dass die apo-Form der 

GluR2-LBD um ~ 10° weiter geöffnet ist, im Vergleich zu der Kristallstruktur. 

Der Ionenkanal der GluRs öffnet sich, wenn ein Agonist oder unvollständiger Agonist an 

die LBD bindet und sich diese daraufhin schließt. Es wurde jedoch von Plested et al. be-

richtet, dass die GluR2-LBD auch in der apo-Form die geschlossene Konformation ein-

nimmt [149], was die vorliegenden Ergebnisse unterstützen, durch die zusätzliche PET-FCS 

Amplitude K1 in der apo-Form (Abbildung 4.32). Diese könnte somit den Übergang aus der 

offenen in die geschlossene LBD widerspiegeln. Für NMDA- und Kainate-Rezeptoren 

wurde ebenfalls beschrieben, dass diese in der apo-Form oder auf die Bindung von partiel-

len Agonisten hin die geschlossene Konformation der Bindung eines Agonisten einnehmen 

und somit das Ausmaß der Domänenschließung nicht den Grad der Aktivierung des Rezep-

tors erklären kann [154-156]. Eine Rolle bei der Aktivierung könnten da eventuell die unter-

schiedlichen in dieser Arbeit über PET-FCS beobachteten Dynamiken innerhalb der 

GluR2-LBD spielen, die in den gebundenen Formen zu beobachten sind, denn es ist ja be-

kannt, dass Bewegungen innerhalb von Proteinen deren Funktion beeinflussen können [11]. 

Lau et al. zeigen auf Grund von „free energy landscape“ Berechnungen, dass sich die L-Glu 

gebundene Form der GluR2-LBD in einer tiefen Energiesenke („energy trap“) befindet und 

ein Wechsel in offenere Konformationen in der gebundenen Form unwahrscheinlich ist 

[147]. Das lässt vermuten, dass die hier beobachteten Dynamiken der L-Glu gebundenen 

LBD innerhalb dieses Energieniveaus stattfinden. 

Die Ergebnisse der PET-FCS Messungen zeigen durch veränderte Amplituden und Zeit-

konstanten, dass eine Veränderung auf die Bindung von den Agonisten AMPA und L-Glu 

und dem partiellen Agonisten Kainate in der LBD stattfindet gegenüber der apo-Form. Er-

klärt werden könnten diese Änderungen durch das „induced fit“ Modell, das Yao et al. [154] 

auf Grund von „free energy landscape“ Berechnungen für die Bindung von L-Glu an die 
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GluR2-LBD beschreiben. Sie beziehen sich aber auch auf Bucher et al. [157], die darlegen, 

dass sich das „conformational selection“ und „induced fit“ Modell nicht ausschließen. Es 

wäre also auch möglich, dass das L-Glu erst über das „conformational selection“ Modell an 

die flexible apo-Form der LBD bindet und daraufhin durch einen „induced fit“ Schritt noch 

Veränderungen im Protein ablaufen. 

Die PET-FCS Messungen zeigen Kinetiken in der GluR2-LBD im µs – ns-Bereich. In einer 

smFRET Studie von Landes et al. lagen diese im 100 ms Bereich [148]. Dem entgegen ste-

hen zwei andere Studien, die Konformationsänderungen im Bereich von µs bis ms berich-

ten [158, 159]. Erstere, im 100 ms-Bereich dokumentierten Kinetiken, sind vermutlich zu lang-

sam für die Änderungen auf die Bindung von Agonisten und Antagonisten an die LBD, da 

die AMPA GluRs innerhalb von 1 ms aktiviert werden [85]. Die Zeitauflösung bei Landes et 

al. [148] lag zudem bei 1 ms, weshalb diese auf Grund des Nyquist Kriteriums [160] lediglich 

Dynamiken im Bereich des ~ 2,3-fachen der Auflösung präzise detektieren können [161], 

woher wahrscheinlich die Diskrepanz zwischen diesen und den hier mit einer Zeitauflösung 

von 6,25 ns gemessenen Daten stammt. Vermutlich wurden somit unterschiedliche Dyna-

miken innerhalb der GluR2-LBD gemessen. 

Tabelle 4: Übersicht der PET-FCS Kinetiken der GluR2-LBD 

Mutante 
Diffusionszeit 

τ [ms] 

K1 

[%] 

τ1 

[µs] 

K2 

[%] 

τ2 

[µs] 

K3 

[%] 

τ3 

[ns] 

G57C apo 

 
1,84 ± 0,01   3 ± 0,3 1,7 ± 0,4   

G57C_T173W 

apo 
1,75 ± 0,03 13 ± 1 38,5 ± 7,2 20 ± 1 2,2 ± 0,3 22 ± 2 99,6 ± 13,9 

G57C_T173W 

L-Glu 
1,86 ± 0,03 3 ±1 48 ± 21,1 - - 17 ± 1 456,8 ± 41,2 

G57C_T173W 

AMPA 
1,87 ± 0,04 3 ±1 50,8 ± 25,2 - - 17 ± 1 563,2 ± 54,5 

G57C_T173W 

Kainate 
1,76 ± 0,02 - - 6 ± 0,5 4,9 ± 1,1 18 ± 2 119,7 ± 19,7 

G59C apo 

 
1,77 ± 0,02 - - - - - - 

G59C_T173W 

apo 
1,71 ± 0,04 35 ± 2 23,4 ± 2,2 36 ± 1 1,2 ±0,1 58 ± 4 52,1 ± 4,2 

G59C_T173W 

L-Glu 
1,62 ± 0,06   61 ± 3 2,5 ± 0,2 68 ± 3 197,2 ±15,4 
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Mutante Diffusionszeit 

τ [ms] 

K1 

[%] 

τ1 

[µs] 

K2 

[%] 

τ2 

[µs] 

K3 

[%] 

τ3 

[ns] 

G59C_T173W 

AMPA 
1,67 ± 0,09   48 ± 6 2,2 ±0,4 41 ±5 249,1 ± 49,6 

G59C_T173W 

Kainate 
1,7 ± 0,1 14 ± 2 44,4 ± 2,9 33 ± 4 1,1 ±0,2 87 ± 6 73,1 ± 7,1 

G59C_T173W 

L-Glu, WT 
1,72 ± 0,03   48 ± 2 3,4 ± 0,2 60 ± 2 312,6 ± 16,6 

G59C_T173W 

L-Glu,WT,CTZ 
2,11 ± 0,04 26 ± 4 4,8 ± 0,9 65 ±5 0,71 ± 0,08 43 ± 5 79,3 ± 14,2 

 

In einem weiteren Experiment wurden die Auswirkungen von CTZ auf die LBD getestet. 

Die GluR2-LBD liegt in Lösung als Monomer vor mit einem Kd-Wert von 6 mM, der in 

Anwesenheit von CTZ zu 1,2 µM verschoben wird [88]. Dabei entsteht das Dimer dadurch, 

dass zwei CTZ zwischen zwei GluR2 binden [88]. Im Versuch wurde Wildtyp-LBD in ei-

nem Zehnfachüberschuss über dem Kd-Wert in Anwesenheit von CTZ und L-Glu zur 

G59C_T173W hinzugegeben. Dies zeigte sich in der Abnahme der Amplituden K1 und K2 

und langsameren Zeitkonstanten gegenüber der L-Glu-Form der LBD ohne Wildtyp-LBD 

(Tabelle 4). Die Autokorrelationsfunktion konnte ebenfalls gut mit Gleichung 3.3 angepasst 

werden. Nach Zugabe von CTZ, muss die Autokorrelationsfunktion mit Gleichung 3.4 aus-

gewertet werden, einem unabhängigen Exponenten mehr. Das gleiche Experiment wurde 

auch für die apo-Form der G59C_T173W in Kombination mit der apo Wildtyp-LBD wie-

derholt. Hier gab es jedoch bei der Messung durch starke Fluoreszenzanstiege in der Fluo-

reszenzintensitätsspur Anzeichen für Aggregatbildung [162], weshalb diese nicht ausgewertet 

werden konnten. 

Zu beobachten ist für die L-Glu-Form der LBD, dass sich die Diffusionszeit mit CTZ von 

1,72 ± 0,03 ms auf 2,11 ± 0,04 ms erhöht. Die Berechnungen der Gyrationsradii Rg mit dem 

Programm PyMol und den Skripten für den Gyrationsradius [163] und das Massezentrum [164] 

ergaben für das Monomer 18,56 Å, was gut mit Referenz [144] übereinstimmt, und für das 

Dimer 23,72 Å (Abbildung 4.34 B, C), also eine Zunahme um ~ 28 %. Dies ist in Überein-

stimmung mit der Zunahme des hydrodynamischen Radius Rh, der um 23 ± 4 % größer 

wird. Berechnet wurden diese mit Gleichungen 2.16 und 2.17 und dem Diffusionskoeffi-

zienten des Farbstoffes ATTO 655 [165]. Die Zunahmen von Rg und Rh im Dimer würden 

die langsamere Diffusionszeit der LBD mit CTZ erklären und darauf hindeuten, dass tat-
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sächlich das Dimer entstanden ist. Dies ist in Übereinstimmung mit Sun et al. [88], die auch 

eine Dimerisierung der LBD auf die Zugabe von CTZ beobachtet haben. 

 

 

Abbildung 4.34: FCS-Messung der GluR2-LBD mit CTZ 

(A) Autokorrelationsfunktionen der G59C_T173W GluR2-LBD Mutante in Gegenwart von L-Glu und 

Wildtyp-Protein (WT) (pink) und nach Zugabe von CTZ (blau). Die Autokorrelationsfunktionen wurden auf 

die Teilchenzahl normiert und mit einem zweidimensionalen Diffusionsterm und zwei (pink) oder drei 

(blau) unabhängigen Exponenten angepasst (schwarze Kurven). (B) zeigt die Kristallstruktur der GluR2-

LBD mit gebundenem L-Glu (pdb: 3dp6) als Monomer mit einem Gyrationsradius Rg von 18,56 Å und (C) 

als Dimer mit Rg = 23,72 Å. 

 

 

CTZ inhibiert die Desensitizierung [88, 166] durch die Stabilisierung der D1-D1 Dimerwech-

selwirkung [88]. Die Interaktionen zwischen den D1-Domänen bestehen aus zwei Salzbrü-

cken, H-Brücken und van-der-Waals Kontakten zwischen hydrophoben Resten [89], welche 

die Bewegung der D1-Domäne einschränken, während die D2-Domäne frei beweglich 

bleibt [167]. Diese Veränderungen, welche die Dimerisierung von zwei LBDs und die Zuga-

be von CTZ bewirken, könnten die Ursache für die zusätzliche Amplitude bei der Datenan-

passung und die veränderten Amplituden und Zeitkonstanten sein (Tabelle 4). 

Durch PET-FCS konnten somit die veränderten Dynamiken innerhalb der GluR2-LBD auf 

die Bindung von Agonisten und partiellen Agonisten sowie die Zugabe von CTZ nachge-

wiesen werden 

.
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5. Zusammenfassung 

Proteine bestehen aus einer spezifischen Sequenz verschiedener Aminosäuren, die ihre cha-

rakteristische Funktion bestimmt. Die große Variabilität an Aminosäuresequenzen ermög-

lichte die Evolution einer nahezu unbegrenzten Anzahl an Proteinen. Meistens nehmen die-

se Schlüsselpositionen ein, von robusten Baustoffen bis hin zu molekularen Maschinen. 

Daher kann eine Fehlfunktion gravierende Auswirkungen auf das Leben haben, z.B. 

Krankheiten wie Alzheimer oder Epilepsi. Um die Funktionen und Fehlfunktionen zu ver-

stehen, ist eine umfassende Kenntnis der Proteinfaltung, der Protein-Protein Assoziation, 

sowie den Dynamiken innerhalb von Proteinen erforderlich. Diese Vorgänge wurden in 

dieser Arbeit an drei isolierten Proteindomänen durch die Anwendung der Fluoreszenz-

löschmechanismen der H-Dimerbildung und des photoinduzierten Elektronentransfers un-

tersucht. 

Der entfaltete Zustand der Bindungsdomäne BBL, das Teil des 2-oxo-acid Dehydrogenase-

komplexes ist, wurde unter physiologischen Bedingungen mit Zirkulardichroismus (CD) 

und einer Kombination aus photoinduziertem Elektronentransfer und Fluoreszenzkorrelati-

onsspektroskopie analysiert. Beide Methoden zeigten übereinstimmend anhand von 20 in 

BBL einzeln eingefügten konservativen Punktmutationen, dass Seitenketteninteraktionen 

keine Auswirkungen auf die Sekundärstruktur des denaturierten Zustandes, den Ausgangs-

punkt der Faltung, haben. Mit Hilfe der Dekonvolation der CD-Spektren wurde zudem ge-

zeigt, dass die Reststruktur im denaturierten Zustand der helikalen Proteindomäne von β-

Strängen und β-Kehren dominiert wird, die eine entscheidende Funktion bei der Faltung in 

den nativen Zustand haben könnten. 

Die N-terminale Domäne (NTD), der für die Materialforschung hochinteressanten Spinnen-

seidenfaser, ist für die Polymerisation des Spinnenseidenfadens auf den pH-Wechsel von 

pH 7 auf pH 6 hin verantwortlich. Dieser für die Proteinfunktion wichtige Prozess wurde 

durch die Einbringung eines extrinsischen Fluoreszenzschalters, basierend auf der H-

Dimerbildung, mit der Stopped-Flow-Technik untersucht. Es wurde gezeigt, dass die NTDs 
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mit einer Rate von 3 x 108 M-1 s-1 assoziieren und somit nahezu das Geschwindigkeitslimit 

der Protein-Protein Assoziation erreicht wird. Zwei geladenen Seitenketten, der D39 und 

D40, kommt eine entscheidende Funktion in dem Prozess zu, da eine Mutation dieser die 

Assoziation verhindert. Des Weiteren wurde gezeigt, dass sich die NTD auf eine Erhöhung 

der Ionenstärke entgegengesetzt zu anderen Proteinen verhält: die Dissoziation wird be-

schleunigt, die Assoziation nicht beeinflusst. Gleiches Verhalten wurde auf den einzelnen 

Austausch der übrigen protonierbaren Aminosäureseitenketten hin beobachtet, ausgenom-

men die Mutation der E119, welche die Dissoziation verlangsamt. Daher scheint der mak-

romolekulare Dipol, der auf Grund der Ladungsverteilung in der NTD entsteht, die Assozi-

ation maßgeblich zu beeinflussen. 

Glutamatrezeptoren sind an der schnellen synaptischen Signalweiterleitung im Nervensys-

tem von Vertebraten beteiligt. Die Konformationen der Ligandenbindungsdomäne (LBD) 

haben dabei entscheidende Auswirkungen auf die Funktion des Gesamtrezeptors. Diese 

wurden mit einer Kombination aus photoinduziertem Elektronentransfer und Fluoreszenz-

korrelationsspektroskopie untersucht. Mit dieser Methode wurde ein dynamisches Bild der 

gebundenen sowie ungebundenen Form der AMPA-spezifischen Glutamatrezeptor 2-LBD 

gezeigt. Es wurde zudem gezeigt, dass sich die Dynamiken in Abhängigkeit der Bindung 

von den Agonisten Glutamat und AMPA, dem partiellen Agonisten Kainate oder Cyclothi-

azid (CTZ), welches eine Dimerisierung der LBDs bewirkt, unterschiedlich verändern. Dies 

könnte eine Auswirkung auf die Funktion der Rezeptoren haben. 

Die Anwendung der Fluoreszenzlöschmechanismen der H-Dimerbildung und des photoin-

duzierten Elektronentransfers in dieser Arbeit hat gezeigt, dass diese die Möglichkeit bie-

ten, unterschiedlichste Fragestellungen zu beantworten und so Einblicke in dynamische 

Funktionsweisen von Proteinen eröffnen. Kombiniert mit etablierten Fluoreszenzmethoden 

ist es so möglich quantitativ Kinetiken auf unterschiedlichen Zeitskalen zu untersuchen. 

 



 

 105 

6. Summary 

Proteins are composed of a specific sequence of variable amino acids that specify their spe-

cific function. The vast variability of possible amino acid sequences allowed for the evolu-

tion of a nearly infinite number of different proteins. Mostly these will have key positions, 

reaching from strong building material to molecular machines. Therefore a malfunction will 

have an immense effect on life, i.e. diseases like Alzheimer disease or epilepsy. In order to 

understand the function and malfunction an intense understanding of the protein folding, 

the protein-protein association, as well as the protein dynamics is essential. These processes 

have been investigated in this thesis with three isolated protein domains by the application 

of the fluorescence quenching mechanisms of the H-dimer-formation and by the photoin-

duced electron transfer. 

The unfolded state of the binding domain BBL, which is part of the 2-oxo-acid-

dehydrogenase-complex, was analysed under physiological conditions by circular dichro-

ism (CD), and a combination of photoinduced electron transfer and fluorescence correlation 

spectroscopy. Both methods showed accordingly, using 20 singly implanted conservative 

point mutations in BBL, that side-chain interactions have no effect on the secondary struc-

ture of the denatured condition, the initial state of the folding. Using deconvolution on the 

CD spectra it was shown in addition, that the remaining structure of the helical protein do-

main in the denatured state is dominated by β-strands and β-turns. These may have a deci-

sive function during the folding in the native state. 

The N-terminal domain of the spider silk fibre, which is of high interest for the material 

research, is responsible for the polymerisation of the spider silk fibre during the pH-change 

from pH 7 to pH 6. This important process for the protein function was investigated with 

the Stopped-Flow technique by the application of an extrinsic fluorescence switch, based 

on the H-dimer formation. It was shown, that NTDs associate with a rate of 3 x 108 M-1 s-1, 

and so nearly reach the speed limit of the protein-protein association. In this process two 

charged side chains, the D39 and D40, have a decisive function, as a mutation of these will 
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avoid the association. Furthermore it was shown, that the NTD will react in opposition to 

other proteins on the increase of the ionic strength: the dissociation will be speeded up, and 

the association is not influenced. The identical behaviour was observed with the single ex-

change of the other protonable amino acid side chains, except for the mutation of E119, 

which retards dissociation. Therefore the macromolecular dipol, that is formed by the 

charge distribution of the NTD, is obviously influencing the association. 

Glutamate receptors participate in the fast synaptic signal transfer in vertebrates. Here dif-

ferent conformations of the ligand binding domain (LBD) have decisive effects on the func-

tion of the entire receptor. These have been investigated with a combination of photoin-

duced electron transfer and fluorescence correlation spectroscopy. Using this method a dy-

namic behaviour of the bound and unbound form of the AMPA specific glutamate receptor 

2 LBD was shown. Furthermore it was shown, that the dynamics will change differently in 

dependence of the binding of the agonist glutamate and AMPA, the partial agonist kainate 

or Cyclothiazide (CTZ), which effects a dimerization of the LBDs. This may have an effect 

on the function of the receptors. 

The use of the fluorescence quenching mechanisms of the H-dimer formation and the pho-

toinduced electron transfer in this thesis has shown, that these offer the opportunity to an-

swer a large range of questions and open a view to the dynamic functionality of proteins. 

Combined with established fluorescence methods it is possible to quantitatively investigate 

kinetic rates at different time scales. 
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7. Ausblick 

Die Versuche an der GluR2-LBD haben gezeigt, dass sich PET-FCS auf Grund der hohen 

zeitlichen und örtlichen Auflösung gut dazu eignet, die Domänenbewegung der LBD zu 

untersuchen. Daher wurden bereits Proteinexpressionstest an weiteren LBDs anderer Re-

zeptortypen (Kainate, NMDA) durchgeführt, um das etablierte System auf diese übertragen 

zu können. Dieses sollte möglich sein, da die Hauptstrukturelemente über die Rezeptorty-

pen hinweg konserviert sind [168, 169]. 

Von großem Interesse sind dabei die NMDA Rezeptoren. Diese binden je nach Typ L-Glu 

oder Glycin [154]. Bei einer Dimerisierung von zwei unterschiedlichen NMDA Typen durch 

CTZ könnte somit direkt die Auswirkung der Bindung eines Agonisten an die eine LBD auf 

die Dynamik der anderen LBD untersucht werden. Interessant wäre zudem die Mutation 

L483Y in die LBD einzubringen, die den Kd-Wert der Dimerisierung von zwei LBDs auf 

30 nM senkt [88] und zu untersuchen, ob eine Dimerisierung durch CTZ die gleichen Verän-

derungen in den Dynamiken in den LBDs hervorruft wie über diese Mutation. 
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10. Anhang 

10.1 Medien 

2TY, 1 l: 

16 g Trypton (Melford) 

10 g Hefeextrakt (Melford) 

5 g NaCl (Sigma) 

pH auf 7,4 einstellen, autoklavieren 

 

Terrific Broth (TB), 1 l: 

12 g Trypton 

24 g Hefeextrakt 

4 ml Glycerol (Sigma) 

100 ml Phosphatlösung (0,17 M KH2PO4 + 0,72 M K2HPO4) (Sigma) 

Autoklavieren 

 

Super Optimal Broth (SOB): 

5 g/l Hefeextrakt 

20 g/l Trypton 

0,6 g/l NaCl 

0,2 g/l KCl 

10 mM MgCl2 (Merck) 

10 mM MgSO4 (Merck)
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Nach dem Autoklavieren 10 ml/l einer 2 M Mg2+-Lösung aus 1 M MgCl2*6H2O und 1 M 

MgSO4*7H2O zum Rest hinzugeben. (pH zwischen 6,8 und 7) 

10.2 Protokolle 

Kompetente Zellpräparation: 

Lösungen und Gebrauchsmittel: 

1. Transformationspuffer: 

3,0 g PIPES (Sigma) 

2,2 g CaCl2*2H2O (Merck) 

18,6 g KCl 

75 g Glucose (Merck) 

auf 980 ml H2O 

mit KOH auf pH 6,7 einstellen 

10,9 g MnCl2*4H2O (Sigma) 

Volumen auf 1000 ml einstellen und sterilfiltrieren 

2. DMSO (Merck) 

3. Trockeneis, Ethanol 

4. Sterile Zentrifugengefäße, gekühlt 

5. Sterile Eppis, gekühlt 

Durchführung: 

- Bakterien auf Agarplatten ohne Amp ausplattieren und über Nacht bei 37 °C inku-

bieren 

- Startkulturen ansetzen und über Nacht bei 37 °C inkubieren 

- 0,75 l Hauptkultur mit 7,5 ml Startkultur ansetzen und bis zu einer OD600 von 0,5 

wachsen lassen 

- Kultur für 30 min auf 4 °C herunterkühlen 

- Abzentrifugieren bei 4 °C für 10 min bei 4000 rpm 

- In 100 ml gekühltem TB-Puffer resuspendieren 

- Abzentrifugieren bei 4 °C für 10 min bei 4000 rpm 
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- In 200 ml gekühltem TB-Puffer resuspendieren 

- Abzentrifugieren bei 4 °C für 10 min bei 4000 rpm 

- In 25 ml gekühltem TB-Puffer resuspendieren 

- 25 ml gekühlten TB-Puffer mit 14 % DMSO hinzugeben 

- In gekühlte sterile Eppis aliquotieren und im Trockeneis-Ethanol Gemisch einfrie-

ren und bei -80 °C lagern 

 

Hitzeschocktransformation: 

- 50 µl kompetente Origami 2 (DE3) / 20 µl kompetente C41 (DE3) / 40 µl XL-1 

Blue mit 1 µl DNS (Plasmid, c ~ 30-40 ng/µl) in sterilen Eppis 10 Minuten auf Eis 

inkubieren 

- Die C41 (DE3) / XL-1 Blue Bakterien ausplattieren 

- Die Origami 2 (DE3) 30 Sekunden bei 42 °C inkubieren 

- 2 Minuten auf Eis 

- 200 µl SOB Medium hinzugeben und für 1 h bei 37 °C im Schüttler inkubieren 

- Origami 2 (DE3) Bakterien ausplattieren 

10.3 Primer 

Tabelle 5: Verwendete Primer zur Herstellung der Einzel- und Doppelmutanten. Die Primer wurden 

bei Sigma synthetisiert. 

Protein Mutation Sequenz (5‘-3‘) 

BBL C130A fwd GGATCCCAAAACAACGATGCGTTAAGCCCGGCGATCCG 

 C130A rev CGGATCGCCGGGCTTAACGCATCGTTGTTTTGGGATCC 

 L131A fwd CCCAAAACAACGATTGCGCGAGCCCGGCGATCCGTCGC 

 L131A rev GCGACGGATCGCCGGGCTCGCGCAATCGTTGTTTTGGG 

 S132G fwd CCCAAAACAACGATTGCTTAGGCCCGGCGATCCGTCGC 

 S132G rev GCGACGGATCGCCGGGCCTAAGCAATCGTTGTTTTGGG 

 P133A fwd CCCAAAACAACGATTGCTTAAGCGCGGCGATCCGTCGCCTGC 

 P133A rev GCAGGCGACGGATCGCCGCGCTTAAGCAATCGTTGTTTTGGG 

 A134G fwd CGTTGCTTAAGCCCGGGCATCCGTCGCCTGCTGGC 

 A134G rev GCCAGCAGGCGACGGATGCCCGGGCTTAAGCAATCG 

 I135A fwd CGATGCGTTAAGCCCGGCGGCGCGTCGCCTGCTGGCTGAATGG 

 I135A rev CCATTCAGCCAGCAGGCGACGCGCCGCCGGGCTTAACGCATCG 
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Protein Mutation Sequenz (5‘-3‘) 

 I135V fwd CGATGCGTTAAGCCCGGCGGCGCGTCGCCTGCTGGCTGAATGG 

 I135V rev CCATTCAGCCAGCAGGCGACGCACCGCCGGGCTTAACGCATCG 

 L138A fwd GCCCGGCGATCCGTCGCGCGCTGGCTGAATGGAATCTCG 

 L138A rev CGAGATTCCATTCAGCCAGCGCGCGACGGATCGCCGGGC 

 L139A fwd CCGGCGATCCGTCGCCTGGCGGCTGAATGGAATCTCGACGCC 

 L139A rev GGCGTCGAGATTCCATTCAGCCGCCAGGCGACGGATCGCCGG 

 A140G fwd GCGATCCGTCGCCTGCTGGGCGAATGGAATCTCGACGC 

 A140G rev GCGTCGAGATTCCATTCGCCCAGCAGGCGACGGATCGC 

 H142A fwd CGCCTGCTGGCTGAAGCGAATCTCGACGCCAGCG 

 H142A rev CGCTGGCGTCGAGATTCGCTTCAGCCAGCAGGCG 

 L144A fwd GCTGGCTGAATGGAATGCGGACGCCAGCGCCATTAAAGGC 

 L144A rev GCCTTTAATGGCGCTGGCGTCCGCATTCCATTCAGCCAGC 

 A146G fwd GGCTGAACACAATCTCGACGGCAGCGCCATTAAAGGC 

 A146G rev GCCTTTAATGGCGCTGCCGTCGAGATTGTGTTCAGCC 

 A148G fwd GGAATCTCGACGCCAGCGGCATTAAAGGCACCGGTGTGGG 

 A148G rev CCCACACCGGTGCCTTTAATGCCGCTGGCGTCGAGATTCC 

 I149V fwd GGAATCTCGACGCCAGCGCCGTGAAAGGCACCGGTGTGGG 

 I149V rev CCCACACCGGTGCCTTTCACGGCGCTGGCGTCGAGATTCC 

 T152A fwd GCCAGCGCCATTAAAGGCGCGGGTGTGGGTGGTCG 

 T152A rev CGACCACCCACACCCGCGCCTTTAATGGCGCTGGC 

 T152S fwd GCCAGCGCCATTAAAGGCAGCGGTGTGGGTGGTCGTGGC 

 T152S rev GCCACGACCACCCACACCGCTGCCTTTAATGGCGCTGGC 

 V154G fwd GCCATTAAAGGCACCGGTGGCGGTGGTCGTCTGACTC 

 V154G rev CGAGTCAGACGACCACCGCCACCGGTGCCTTTAATGGC 

 T159A fwd 
GGTGTGGGTGGTCGTCTGGCGCGTGAAGATGTG-

GAAAAACATCTGGCG 

 T159A rev 
CGCCAGATGTTTTTCCACATCTTCACGCGCCAGACGACCAC-

CCACACC 

 T159S fwd CGGTGTGGGTGGTCGTGGCAGCCGTGAAGATGTGG 

 T159S rev CCACATCTTCACGGCTGCCACGACCACCCACACCG 

 V163A fwd CGTCTGACTCGTGAAGATGCGGAAAAACATCTGGCG 

 V163A rev CGCCAGATGTTTTTCCGCATCTTCACGAGTCAGACG 

 L167A fwd CGTGAAGATGTGGAAAAACATGCGGCGAAAGCTTGAATCC 

 L167A rev GGATTCAAGCTTTCGCCGCATGTTTTTCCACATCTTCACG 

NTD H6A fwd GGATCCGGCAATAGCGCAACCACCCCGTGGACC 

 H6A rev GGTCCACGGGGTGGTTGCGCTATTGCCGGATCC 

 W10A fwd GGCAATAGCCATACCACCCCGGCAACCAATCCGGGTCTGG 

 W10A rev CCAGACCCGGATTGGTTGCCGGGGTGGTATGGCTATTGCC 

 E17Q fwd CCAATCCGGGTCTGGCACAGAATTTTATGAATAGC 

 E17Q rev GCTATTCATAAAATTCTGTGCCAGACCCGGATTGG 

 D39N fwd GGTTTTACCGCAAGCCAGCTGAATGATATGAGCACCATTGC 

 D39N rev GCAATGGTGCTCATATCATTCAGCTGGCTTGCGGTAAAACC 

 D40N fwd GCAAGCCAGCTGGATAATATGAGCACCATTGCACAGAGC 

 D40N rev GCTCTGTGCAATGGTGCTCATATTATCCAGCTGGCTTGC 
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Protein Mutation  Sequenz (5‘-3‘) 

 R60A fwd GCCTGGCAGCACAGGGTGCAACCAGCCCGAATAAACTGC 

 R60A rev GCAGTTTATTCGGGCTGGTTGCACCCTGTGCTGCCAGGC 

 K65A fwd CGTACCAGCCCGAATGCACTGCAGGCACTGAATATGGC 

 K65A rev GCCATATTCAGTGCCTGCAGTGCATTCGGGCTGGTACG 

 E79Q fwd GCAAGCAGCATGGCACAGATTGCAGCAAGCGAAGAAGG 

 E79Q rev CCTTCTTCGCTTGCTGCAATCTGTGCCATGCTGCTTGC 

 E84Q fwd GCAGAAATTGCAGCAAGCCAGGAAGGTGGCGGTAGC 

 E84Q rev GCTACCGCCACCTTCCTGGCTTGCTGCAATTTCTGC 

 E85Q fwd GCAGAAATGCAGCAAGCGAACAGGGTGGCGGTAGCCTGAGC 

 E85Q rev GCTCAGGCTACCGCCACCCTGTTCGCTTGCTGCAATTTCTGC 

 K93A fwd GGTAGCCTGAGCACCGCAACCAGCAGCATTGCAAGC 

 K93A rev GCTTGCAATGCTGCTGGTTGCGGTGCTCAGGCTACC 

 E119Q fwd GCCGTTTATTAATCAGATTACCCAGCTGGTTAGC 

 E119Q rev GCTAACCAGCTGGGTAATCTGATTAATAAACGGC 

 D134N fwd GCACAGGCAGGTATGAATAATGTTAGCGCATAATAAGAATTTCG 

 D134N rev CGAAATTCTTATTATGCGCTAACATTATTCATACCTGCCTGTGC 

 Q50C fwd GCACAGAGCATGGTTTGCAGCATTCAGAGCCTGG 

 Q50C rev CCAGGCTCTGAATGCTGCAAACCATGCTCTGTGC 

 Q50W fwd GCACAGAGCATGGTTTGGAGCATTCAGAGCCTGG 

 Q50W rev CCAGGCTCTGAATGCTCCAAACCATGCTCTGTGC 

LBD G57C fwd CAAGCTGACTATTGTTTGCGATGGCAAGTATGGG 

 G57C rev CCCATACTTGCCATCGCAAACAATAGTCAGCTTG 

 G59C fwd GACTATTGTTGGGGATTGCAAGTATGGGGCCAGG 

 G59C rev CCTGGCCCCATACTTGCAATCCCCAACAATAGTC 

 T173W fwd CTCTGTGTTTGTGAGGTGGACCGCAGAAGGAGTAG 

 T173W rev CTACTCCTTCTGCGGTCCACCTCACAAACACAGAG 

 

Polymerase-Kettenreaktion für BBL und die NTD: 

Schritt 1: 95 °C für 30 s 

Schritt 2: 95 °C für 30 s 

Schritt 3: 55 °C für 1 min 

Schritt 4: 68 °C für 10 min 

 Schritte 2 bis 4 20-mal wiederholen, danach auf 4 °C runterkühlen, alle Schritte mit 

Deckelheizung auf 105 °C 
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Polymerase-Kettenreaktion für die LBD: 

Schritt 1: 95 °C für 2 min 

Schritt 2: 95 °C für 20 s 

Schritt 3: 60 °C für 10 s 

Schritt 4: 68 °C für 3 min 

Schritt 5: 68 °C für 5 min 

 Schritte 2 bis 4 18-mal wiederholen, nach Schritt 5 auf 4 °C runterkühlen, alle 

Schritte mit Deckelheizung auf 105 °C 

 

10.4 Chromatographie und Massenbestimmung 

10.4.1 BBL 

Exemplarisch sind in Abbildung 10.1 Chromatogramme von Dphys gezeigt, die in den Re-

tentionszeiten mit dem Wildtyp-Protein und den Ladungsmutanten übereinstimmen. Bei der 

Kationenaustauschchromatographie ist der zweite Peak (Fraktionen 14 - 17) der von Dphys, 

zu sehen auch bei der Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (englisch: 

sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis, SDS-PAGE; Abbildung 10.2).  
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Abbildung 10.1: Aufreinigung BBL 

Chromatogramme von Dphys von (A) der Kationenaustauschchromatographie und (B) der Größenausschluss-

chromatographie.  

 

Die Retentionszeit der Größenausschlusschromatographie beträgt ~ 78 min (HiLoad 26/60 

Superdex 30 Säule). Nach diesem Aufreinigungsschritt waren keine Verunreinigungen 

mehr bei der SDS-PAGE (Bolt® Bis-Tris Plus Gel, life technologies; Proteinleiter: No-

vex® Sharp Pre-Stained Protein Standard, life technologies) zu sehen (Abbildung 10.2). 
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Abbildung 10.2: SDS-PAGE der Aufreinigungschritte von BBL 

SDS-PAGE von Dphys nach der Kationenaustauschchromatographie (IE) und der Größenausschluss-

chromatographie (SEC). BBL hat ein Molekulargewicht von 5,0 kDA. Bei der IE wurden die Fraktionen 

10 - 13 und 14 - 17 vereinigt und jeweils eine SEC durchgeführt. 

 

Eine Massenbestimmung für Dphys und jede Einzelpunktmutante wurde nach der Farbstoff-

markierung mit ATTO Oxa11 in Auftrag gegeben, um sicherzustellen, dass die Proteine 

tatsächlich die Punktmutation beinhalten. Diese lieferten eindeutige Ergebnisse, exempla-

risch für Dphys gezeigt (Abbildung 10.3). 
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Abbildung 10.3: Massenspektrum vom farbstoffmarkierten Dphys 

Massenspektrum von Dphys markiert mit ATTO Oxa11. Der Hauptpeak mit einem Mo-

lekulargewicht von 5,582 kDa spiegelt die Masse des Proteins mit dem Farbstoff wie-

der. 

 

 

10.4.2 N-terminale Domäne 

 

Abbildung 10.4: Aufreinigung der Spinnenseiden-NTD 

Chromatogramme von der Wildtyp-NTD von (A) der Anionenaustauschchromatographie und (B) der Grö-

ßenausschlusschromatographie 

 

Abbildung 10.4 zeigt exemplarisch die Chromatogramme der Wildtyp-NTD von der Anio-

nenaustauschchromatographie und der Größenausschlusschromatographie. Die Retentions-

zeit für letztere war für alle Mutanten gleich (HiLoad 26/60 Superdex S75 Säule). Je nach 
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Ladungsmutation hat sich die Retentionszeit bei der Anionenaustauschchromatographie 

jedoch leicht zu früheren oder späteren Zeiten verschoben. 

 

Abbildung 10.5: SDS-PAGE der Aufreinigungschritte der Spinnenseiden-NTD 

Exemplarisch dargestellt die SDS-PAGE der Q50C. Die NTD hat ein Molekulargewicht 

von 14,18 kDa. Das Protein läuft jedoch wie eins mit einem Molekulargewicht von 

~ 20 kDa. 

 

Nach der Größenausschlusschromatographie wurde ein sauberes Protein erhalten 

(Abbildung 10.5). Dieses läuft bei der SDS-PAGE (Bolt® Bis-Tris Plus Gel, life technolo-

gies; Proteinleiter: vorgefärbte Proteinleiter, 10 – 250 kDa, Thermo Scientific) wie ein Pro-

tein mit einem Molekulargewicht (MW) von ~ 20 kDa. Durch eine Massenbestimmung 

wurde das Protein als das Zielprotein identifiziert. 
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10.4.3 Ligandenbindungsdomäne 

Die GluR2-LBDs wurden neben einer Ni-NTA über eine Größenausschlusschromatogra-

phie aufgereinigt, in Abbildung 10.6 exemplarisch für die Wildtyp-NTD gezeigt. Der zwei-

te Peak bei einer Retentionszeit von ~ 87 min ist das Zielprotein. Dies wurde durch eine 

SDS-PAGE (Bolt® Bis-Tris Plus Gel, life technologies; Proteinleiter: SeeBlue Plus2 Pre-

Stained Standard, life technologies) (Abbildung 10.7) und eine Massenbestimmung 

(Abbildung 10.8) überprüft. 

 

 

Abbildung 10.6: Aufreinigung GluR2-LBD 

Größenausschlusschromatographie der Wildtyp-GluR2-LBD. Nach einer Retentionszeit von ~ 87 min kommt 

das Zielprotein von der Säule (Superdex 75 Säule). 
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Abbildung 10.7: SDS-PAGE der Aufreinigungschritte der GluR2-LBD 

SDS-PAGE der Wildtyp-GluR2-LBD. Das Zielprotein hat ein Molekulargewicht von 

29,22 kDa 
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Abbildung 10.8: Massenanalyse der GluR2-LBD 

Auswertung der in Auftrag gegebenen Massenbestimmung der GluR2-LBD. Für die Massenbestimmung 

wurde das Protein mit Trypsin verdaut. Anschließend wurden die gemessenen Fragmente mit den zu erwar-

tenden verglichen (Soll). 
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10.5 Ergänzungen zu den Ergebnissen 

10.5.1 Bindungsdomäne BBL 

 

Abbildung 10.9: CD-Spektren der BBL-Einzelpunktmutanten 

CD-Spektren der Einzelpunktmutanten bei 25 °C. Die Spektren sind auf das Minimum nor-

miert. 

 

 

 

Abbildung 10.10: CD-Spektren BBL bei 90 °C 

CD-Spektren der Einzelpunktmutanten und von Dphys bei 90 °C, normiert auf das Minimum. 
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Abbildung 10.11: FCS Autokorrelationsfunktionen von BBL 

FCS-Autokorrelationsfunktionen (grün, pink, blau) von Einzelpunktmutanten (A-D) aus den drei 

Strukturelementen in BBL. Diese wurden auf die Teilchenzahl normiert und zur besseren Darstellung 

mit einem Offset versehen. Die schwarzen Kurven sind die Datenanpassungen an eine Funktion mit 

einem zweidimensionalen Diffusionsterm und zwei unabhängigen Exponenten. 
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10.5.2 Spinnenseiden-NTD 

 

Abbildung 10.12: Salzabhängigkeit der Wildtyp-NTD bei Dimerisierung 

Fluoreszenzmessungen der Wildtyp-NTD (5 µM) in pH 6 Puffer mit steigender 

Ionenstärke. Die horizontale schwarze Linie markiert die Fluoreszenzintensität der 

Wildtyp-NTD in pH 7 Puffer 

 

 

 

 

 


