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Zusammenfassung

Zusammenfassung

Im Mittelpunkt der vorliegenden Dissertation steht die Bedeutung eines hydrophoben Seitenkettensta­

pels für die Stabilität, Faltung und Struktur des P22 Tailspikeproteins. Das homotrimere Tailspikeadhä­

sin des Bakteriophagen P22 ist  ein etabliertes Modellsystem, dessen Faltung,  Assemblierung und 

Stabilität in vivo und in vitro umfassend charakterisiert ist. Das zentrale Strukturmotiv des Proteins ist 

eine parallele  b-Helix mit 13 Windungen. Jede Windung beinhaltet drei kurze  b-Stränge, die durch 

turns und loops unterschiedlicher Länge verbunden sind. Durch den sich strukturell wiederholenden, 

spulenförmigen  Aufbau  formen  b-Stränge  benachbarter  Windungen  elongierte  b-Faltblätter.  Das 

Lumen der b-Helix ist dicht gepackt und beinhaltet größtenteils hydrophobe Seitenketten, welche line­

ar und sehr regelmäßig entlang der Längsachse gestapelt sind. Die b-Helix Domäne wird von einer 

N-terminalen Kapsidbindedomäne und einer C-terminalen Trimerisierungsdomäne flankiert.

Eine hoch repetitive Struktur, ausgedehnte  b-Faltblätter und die regelmäßige Anordnung von ähnli­

chen oder identischen Seitenketten entlang der b-Faltblattachse sind ebenfalls typische Kennzeichen 

von unlöslichen Amyloidfibrillen, die bei Proteinfaltungskrankheiten wie etwa Alzheimer, der Creutz­

feld-Jakob-Krankheit, Chorea Huntington und Typ-II-Diabetes gebildet werden. Es wird vermutet, dass 

die hohe Stabilität des P22 Tailspikeproteins und auch die der Amyloidfibrille durch Seitenkettenstape­

lung,  einem geordneten  Netzwerk  von  Wasserstoffbrückenbindungen und den rigiden,  oligomeren 

Verbund bedingt ist. 

Um den Einfluss der Seitenkettenstapelung auf die Stabilität, Faltung und Struktur des P22 Tailspike­

proteins systematisch zu untersuchen, wurden sieben Valine in einem im Lumen der b-Helix begrabe­

nen Seitenkettenstapel gegen das deutlich kleinere und weniger hydrophobe Alanin und das volumi­

nösere und ähnlich hydrophobe Leucin substituiert. Durch dieses Vorgehen wurden identische Muta­

tionen  in  unterschiedlichen Windungen über  die  gesamte  Länge der  b-Helixachse eingefügt.  Der 

Einfluss aller Mutationen wurde anhand zweier Tailspikevarianten, dem trimeren, N-terminal verkürz­

ten TSPDN-Konstrukt und der monomeren, isolierten b-Helix Domäne analysiert. 

Generell wurde in fast allen Experimenten deutlich, dass Mutationen zu Alanin stärkere Effekte auslö­

sen als Mutationen zu Leucin. Die dichte und hydrophobe Packung im Kern der b-Helix bildet somit 

die Basis für Stabilität und Faltung des Tailspikeproteins. Anhand hoch aufgelöster Kristallstrukturen 

jeweils zweier Alanin- und Leucin-Mutanten konnte verdeutlicht werden, dass das Strukturmotiv der 

parallelen b-Helix stark formbar ist und mutationsbedingte Veränderungen des Seitenkettenvolumens 

durch kleine und lokale  Verschiebung der  Haupt- und Seitenketten ausgeglichen werden,  sodass 

mögliche Kavitäten gefüllt und sterische Spannung abgebaut werden können.
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Viele Mutanten zeigten in vivo und in vitro einen temperatursensitiven Faltungsphänotyp (tsf-Phäno­

typ, temperature sensitive for folding), d.h. bei Temperaturerhöhung waren die Faltungsausbeuten des 

N-terminal  verkürzten  Trimers  der  Mutanten  im  Vergleich  zum Wildtyp  deutlich  verringert.  Dieser 

Phänotyp wurde durch die Beeinflussung unterschiedlicher Stadien des Reifungsprozesses oder auch 

durch die Verminderung der kinetischen Stabilität des nativen Trimers ausgelöst.

Beispielsweise sind die drastisch verringerten Faltungsausbeuten der Mutante V498A (Windung 12), 

die im C-terminalen Bereich der b-Helix Domäne lokalisiert ist, auf eine deutlich verlangsamte, oder 

bei  Temperaturanstieg  unterbundene,  Assoziation  der  Untereinheiten  während  der  Trimerreifung 

zurückzuführen. Die der Position 498 in der Primärsequenz benachbarten Seitenketten weisen in die 

Grenzfläche zur Nachbaruntereinheit und sind in ein ausgedehntes Kontaktnetzwerk involviert, dessen 

Ausbildung bei V498A möglicherweise erschwert ist. 

An  Position  125  wiederum,  die  sich  am  äußersten  N-terminalen  Ende  in  der  sogenannten 

capping-Region befindet, welche die b-Helix Domäne abschließt, vermindert ein Austausch von Valin 

gegen Leucin die  in vitro Faltungsausbeuten aufgrund einer dramatischen Verringerung der kineti­

schen Stabilität des nativen Tailspiketrimers. Möglicherweise werden durch die Mutation Kontakte in 

oder mit einem 3-Helixbündel, welches aus den drei Untereinheiten geformt wird, geschwächt. Wild­

typ-ähnliche Faltungsausbeuten anderer  Mutanten,  deren kinetische  Stabilitäten  im Vergleich zum 

Wildtyp stark vermindert sind, verdeutlichen jedoch, dass die kinetische Stabilität des trimeren Prote­

ins nur einen untergeordneten Einfluss auf die Faltungsausbeuten hat und dass V125L somit einen 

Extremfall darstellt.

Durch Untersuchungen am vollständigen und am N-terminal verkürzten Wildtypprotein wurde gezeigt, 

dass die Entfaltungsreaktion des Tailspiketrimers komplex ist. Die Verläufe der Kinetiken folgen zwar 

einem  apparenten  Zweizustandsverhalten,  jedoch  sind  bei  Darstellung  der  Entfaltungsäste  im 

Chevronplot die Abhängigkeiten der Geschwindigkeitskonstanten vom Denaturierungsmittel nicht line­

ar,  sondern in unterschiedliche Richtungen gewölbt. Diese Beobachtungen könnten, um nur einige 

Möglichkeiten zu nennen, durch ein hoch energetisches Intermediat bei der Entfaltung, einen breiten 

Übergangsbereich oder parallele Entfaltungswege hervorgerufen sein.

Bei Mutanten, welche in zentralen Windungen der b-Helixregion an den Positionen 272 (Windung 4), 

321 (Windung 6) und 349 (Windung 7) lokalisiert sind, ist der tsf-Phänotyp durch die Destabilisierung 

eines Faltungsintermediates auf Monomerebene verursacht. Kinetiken der Untereinheitenfaltung der 

Mutanten  sind  bei  Temperaturerhöhung  verglichen  zum  Wildtyp  deutlich  verlangsamt  und  zeigen 

verminderte Signalamplituden, da die Mutationen ein entscheidendes thermolabiles Faltungsinterme­

diat destabilisieren, hierdurch bedingt  „off-pathway“ Aggregation fördern und somit die Bildung von 

nativen Tailspiketrimer unterbinden.

Mit Hilfe der monomeren, isolierten b-Helix Domäne, bei der die N-terminale Capsidbindedomäne und 
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die  C-terminale  Trimerisierungsdomäne deletiert  sind und welche als  unabhängige Faltungseinheit 

fungiert, wurde gezeigt, dass alle Stapelungsmutanten im Harnstoff-induzierten Gleichgewicht analog 

zum  Wildtypprotein  einem  Zweizustandsverhalten  mit  vergleichbaren  Kooperativitäten  folgen.  Die 

konformationellen Stabilitäten von in der b-Helix zentral gelegenen Alanin- und Leucin-Mutanten sind 

stark  vermindert,  während Mutationen in  äußeren Bereichen der  Domäne keinen Einfluss auf  die 

Stabilität der b-Helix haben. Bei Verlängerung der Inkubationszeiten der Gleichgewichtsexperimente 

konnte  die  langsame Bildung von  Aggregaten im Übergangsbereich der  destabilisierten Mutanten 

detektiert werden.

In einer vorherigen Arbeit wurde vorgeschlagen, dass die Struktur der isolierten b-Helix einem für die 

Reifung des Tailspikeproteins entscheidenden thermolabilen Faltungsintermediat auf Monomerebene 

sehr ähnlich ist  (Schuler, 1998). Die hier erlangten Erkenntnisse untermauern diese Hypothese und 

lassen vermuten, dass in diesem Intermediat ein zentraler Kern, der die Windungen 4 bis 7 und die 

„Rückenflosse“ beinhaltet, stabilitätsbestimmend ist. Dieser Kern könnte als Faltungsnukleus dienen, 

an  den  sich  sequenziell  weitere  b-Helixwindungen  anlagern  und  im  Zuge  der  „Monomerreifung“ 

kompaktieren.
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Abkürzungen und Formelzeichen

Abkürzungen und Formelzeichen

Abkürzungen

A Absorption

Å Ångström

Abb. Abbildung

Amp Ampicillin

APS Ammoniumperoxydisulfat

BHX isolierte b-Helix Domäne des P22 Tailspikeproteins (109-544)

bp base pairs, Basenpaare

C-Terminus Carboxy-Terminus

DNA Desoxyribonukleinsäure

dNTP Desoxynukleotidtriphosphate

dsDNA doppelsträngige DNA

DTE 1,4-Dithioerythrit

E. coli Escherichia coli

EDTA Ethylendiamintetraessigsäure

GdmHCl Guanidiniumhydrochlorid

Gl. Gleichung

gp gene product, Genprodukt

h hour, Stunde

HEPES 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure

IPTG Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid

J Joule (4.183 Joule = 1 Kalorie)

k Geschwindigkeitskonstante

kb Kilobasenpaare

kDa Kilodalton

LB Luria-Bertani

LPS Lipopolysaccharid

min Minuten

MW molecular weight, Molekularmasse

NaP Natriumphosphat

N-Terminus Amino-Terminus

IV



Abkürzungen und Formelzeichen

OD optische Dichte

p.a. pro analysi, zur Anaylse

PAGE Polyacrylamidgelelektrophorese

PCR polymerase chain reaction, Polymerase-Kettenreaktion

PDB Protein Data Bank

Pefabloc SC 4-(2-Aminoethyl)-benzenesulfonylfluorid-hydrochlorid

psi pounds per square inch, Pfund pro Quadratzoll

rmsd root mean square deviation, mittlere quadratische Abweichung

RNaseA Ribonuklease A

rpm revolutions per minute, Umdrehungen pro Minute

RT Raumtemperatur

SD standard deviation, Standardabweichung

SDS sodium dodecyl sulfate, Natriumdodecylsulfat

SV Säulenvolumen

Tab. Tabelle

Tris Tris(hydroxymethyl)-aminomethan

TSP Tailspikeprotein (1-666)

TSPDN Tailspikeprotein ohne N-terminale Capsidbindedomäne (109-666)

Tween20 Polyoxyethylen(20)-sorbitan-monolaurat

U units, Enzymaktivität

üN über Nacht

UV/vis ultraviolet/visible light, ultraviolett/sichtbares Licht

(v/v) Volumenanteil

wt Wildtyp

(w/v) Gewichtsanteil

Aminosäuren wurden nach dem Ein- oder Drei-Buchstaben Standardcode abgekürzt.
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Abkürzungen und Formelzeichen

Formelzeichen

c M, mg ml-1 Konzentration

c1/2 M Übergangsmittelpunkt

d cm Schichtdicke

DGN → U kJ mol-1 freie Enthalpie der Entfaltung

DGU
‡ kJ mol-1 Aktivierungsenergie der Entfaltung

ε M-1 cm-1 molarer Extinktionskoeffizient

k s-1, min-1 Geschwindigkeitskonstante

λ nm Wellenlänge

m kJ mol-1 M-1 Kooperativität

R J mol-1 K-1 allgemeine Gaskonstante

t s, min, h Zeit

t1/2 s, min, h Halbwertszeit

T °C, K Temperatur in °C oder Kelvin

V l Volumen
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1. Einleitung

1. Einleitung

1.1. Eigenschaften von Proteinfibrillen

1.1.1 Funktionen von Amyloid und amyloid-ähnlichen Strukturen

Die korrekte Faltung und Aufrechterhaltung der nativen dreidimensionalen Struktur bildet die Grundla­

ge für die funktionelle Vielfalt von Proteinen im Organismus. Ist die Faltungsreaktion einer Polypeptid­

kette gestört oder der native Zustand eines Proteins destabilisiert, kann dies Faltungskrankheiten zur 

Folge haben. Bei solchen Krankheiten werden instabile oder fehlgefaltete Proteine entweder verstärkt 

durch zelluläre Kontrollsysteme abgebaut oder bilden im Gegensatz dazu unlösliche Ablagerungen in 

Zellen und Geweben (Chiti & Dobson, 2006). Diese Ablagerungen oder ihre monomeren oder oligo­

meren Vorstufen können zelltoxisch sein (Rubinsztein, 2006).

Nach der ursprünglichen Definition sind Amyloide in vivo extrazellulär abgelagerte Strukturen, deren 

Hauptkomponente ein vielfach angehäuftes Protein oder Polypeptidfragment ist  (Westermark, 2005). 

Amyloidstrukturen  haben  einen  fibrillären,  unverzweigten  Aufbau,  binden  den  Farbstoff  Kongorot, 

zeigen Doppelbrechung im polarisiertem Licht und erzeugen eine cross-b Signatur bei Röntgenbeu­

gung an Fasern. Diese Eigenschaften weisen auch andere Proteinfibrillen auf, die deshalb als amylo­

id-ähnlich bezeichnet werden (Nelson & Eisenberg, 2006a).

Mittlerweile wurden etwa 25 verschiedene humane Proteine identifiziert,  die Amyloide formen und 

Krankheiten wie Alzheimer (Ab Protein), Chorea Huntington (Huntingtin) oder die Creutzfeld-Jakob-

Krankheit (Prionprotein) auslösen können (Westermark, 2005, Chiti & Dobson, 2006). Die Krankheiten 

treten in den meisten Fällen sporadisch auf. Sie können aber auch durch spezifische, vererbte Muta­

tionen hervorgerufen oder übertragen werden (Chiti & Dobson, 2006). Beispielsweise ist bei Chorea 

Huntington Patienten eine aggregationsanfällige Polyglutaminsequenz im Huntingtin mutationsbedingt 

verlängert. Bei übertragbaren Prionenkrankheiten stellt wahrscheinlich die fehlgefaltete Form des Prio­

nenproteins (PrPSC) das infektiöse Material dar (Caughey & Baron, 2006). 

Amyloid-ähnliche Strukturen sind nicht  ausschließlich mit  Krankheiten assoziiert.  Die sogenannten 

funktionellen Amyloide erfüllen in Bakterien, Pilzen, Insekten und auch Säugern vielfältige physiologi­

sche Aufgaben  (Bieler et al., 2005,  Fowler et al., 2007). Ausführlich untersuchte Beispiele sind die 

Hefeprionen Ure2p und Sup35p aus Saccharomyces cerevisiae. Die Proteine rufen in ihrer löslichen 
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1. Einleitung

und in ihrer polymerisierten Konformation unterschiedliche Phänotypen hervor, da aggregierte Protei­

ne nicht mehr für Wechselwirkungen mit ihren zellulären Interaktionspartnern zur Verfügung stehen. 

Sie werden aus diesem Grund als  loss-of-activity Prione bezeichnet  (Baxa et al., 2006). Das HET-s 

Protein des filamentösen Pilzes  Podospora anserina ist ein gain-of-activity  Prion, die infizierte Zelle 

entwickelt eine neue Aktivität (Baxa et al., 2006). HET-s ist für die sogenannte Heterokaryon-Inkompa­

tibilität verantwortlich, einen Mechanismus, der  die Erkennung zwischen unterschiedlichen Spezies 

vermittelt (Wasmer et al., 2008). Ein weiteres funktionelles Amyloid ist das von Escherichia coli sekre­

tierte Curlin  Protein,  welches in  aggregierter  Form eine extrazelluläre  Proteinmatrix  bildet,  die die 

Besiedlung von Oberflächen und Kolonisation ermöglicht (Barnhart & Chapman, 2006). 

Auch lösliche Proteine, isolierte Proteindomänen und kurze Peptide, die nicht mit Fehlfaltungskrank­

heiten in Verbindung gebracht werden, können in vitro amyloid-ähnliche Fibrillen bilden. So beobach­

teten Christopher Dobson und Mitarbeiter an verschiedenen Modellen wie zum Beispiel dem kleinen 

Muskelprotein Acylphosphatase, Muskelmyoglobin, der SH3-Domäne von Phosphatidylinositol-3-Kina­

se und drei etwa 20 bis 40 Aminosäurereste langen Fragmenten des Bacillus subtilis Kälteschockpro­

teins CspB (cold shock proteinB), dass die Ausbildung von amyloid-ähnlichen Strukturen unter geeig­

neten Konditionen möglicherweise eine generelle Eigenschaft von Polypeptidketten ist (Guijarro et al., 

1998, Fändrich et al., 2001, Chiti et al., 1999, Gross et al., 1999, Dobson, 2003). Aggregationsfördernd 

sind mild denaturierende Bedingungen, unter denen die native Konformation destabilisiert wird und 

intermediäre Strukturen Fibrillen mit amyloid-ähnlicher Morphologie und Charakteristik bilden. 

1.1.2 Strukturelle Eigenschaften von Proteinfibrillen

In ihrem nativen Zustand sind fibrillen-bildende Proteine in Bezug auf Sequenz, Struktur und Funktion 

überaus divers (Chiti & Dobson, 2006). Im Gegensatz dazu weisen aggregierte Amyloid- und amyloid-

ähnliche Strukturen gleichartige Charakteristika auf, die auf einheitliche strukturelle Merkmale zurück­

geführt  werden  können.  Eine  grundlegende  Eigenschaft,  durch  die  Amyloide  identifiziert  werden 

können, ist beispielsweise die Bindung des Farbstoffes Kongorot (Westermark, 2005). Die Anlagerung 

der  Kongorotmoleküle  ruft  Doppelbrechung im polarisiertem Licht  hervor  und  indiziert  den  hohen 

Ordnungsgrad der zusammengelagerten Moleküle (Abbildung 1.10). Ein weiterer Fluoreszenzfarbstoff, 

der spezifisch mit Amyloidstrukturen interagiert, ist Thioflavin T.

Licht- und elektronenmikroskopische Aufnahmen deckten auf, dass Amyloide aus langen, unverzweig­

ten Fibrillen mit einem Durchmesser von etwa 50 Å bis 140 Å bestehen, welche wiederum aus kleine­

ren Protofilamenten aufgebaut sind (Abbildung 1.1 und 1.10), (Nelson & Eisenberg, 2006b). Verschie­

dene Proteine, aber auch Proteine der gleichen Art können Fibrillen unterschiedlicher Morphologien 

bilden (siehe Abb. 1.1).  Fibrillen  variieren etwa in  Stärke der  Verdrillung entlang der  Längsachse, 

Anzahl der Protofilamente, Krümmung oder Rigidität. Bei Hefeprionen wurde der Polymorphismus von 

Fibrillen mit dem Phänomen der Artenschranken (species barriers) und unterschiedlich stark ausge­
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prägten Phänotypen in Zusammenhang gebracht (Kodali & Wetzel, 2007, Baxa et al., 2006). 

Abbildung 1.1: Morphologien von Proteinfibrillen. A) Mit dem Lichtmikroskop sichtbare Aggregate der isolierten 

b-Helix Domäne des P22 Tailspikeproteins (Schuler et al., 1999). Die lang gestreckten und gekräuselten Fibrillen bildeten sich 

in Gegenwart von 2 M Harnstoff bei einer Proteinkonzentration von 100 µg/ml. B) Elektronenmikrospisches Bild von Rinderin­

sulinaggregaten, die mit Uranylacetat negativ kontrastiert wurden. Die Strukturen scheinen rigide und entlang der Längsachse 

verdrillt. Fibrillen wurden in 2 M Essigsäure, pH 2.0, 0.5 M NaCl bei 50 °C und einer Proteinkonzentration von 5 mg/ml erzeugt. 

Die Aufnahme wurde freundlicherweise von Dr. Klaus Gast zu Verfügung gestellt.

Spektroskopische Analysen verdeutlichen,  dass Amyloidfibrillen  reich an  b-Faltblattstrukturen sind. 

Weiterhin weisen Amyloidfibrillen eine sogenannte cross-b Beugungssignatur bei Röntgendiffraktions­

experimenten an einheitlich orientierten Fasern auf  (Serpell  et al.,  1997).  Dieses Beugungsmuster 

deutet  auf  eine  repetitive  Struktur  von  b-Faltblättern  hin,  die  parallel  zur  Fibrillenachse  verlaufen, 

während die einzelnen b-Stränge senkrecht zur Längsachse stehen (Abbildung 1.2). In jedem Protofi­

lament sind die b-Faltblätter mit einem Abstand von circa 10 Å dicht gepackt. Der Abstand der einzel­

nen b-Stränge im b-Faltblatt beträgt 4.7 Å. Donor- und Akzeptorpaare des Peptidrückgrats benach­

barter b-Stränge bilden ein regelmäßiges Netzwerk von Wasserstoffbrückenbindungen aus (Nelson & 

Eisenberg, 2006a). Mittels Röntgenbeugung an Fasern kann allerdings nicht geklärt werden, ob die 

Faltblätter parallel, antiparallel oder gemischt parallel/antiparallel verlaufen.
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1. Einleitung

Abbildung 1.2: Die cross-b Struktur von Proteinfibrillen. A) Schematische Darstellung des cross-b Diffraktions­

musters, dessen klar definierte meridionalen Reflexe und die äquatorialen Reflexe charakteristisch sind. B) Amyloidfibrille und 

cross-b Struktur. Einzelne Protofilamente sind zu einer Amyloidfibrille mit einem Durchmesser zwischen 50-140 Å zusammen 

gelagert. Im Protofilament stehen sich ausgedehnte b-Faltblätter im Abstand von 10 Å gegenüber. Die b-Stränge des b-Falt­

blatts sind 4.7 Å distanziert und bilden ein Netzwerk von Wasserstoffbrückenbindungen. Die Abbildung stammt von Nelson und 

Eisenberg und wurde verändert (Nelson & Eisenberg, 2006b). 

1.1.3 Strukturmodelle von Amyloid und amyloid-ähnlichen Fibrillen

Da Amyloidfibrillen groß und nicht kristallisierbar sind, waren hoch aufgelöste Strukturen durch klassi­

sche Methoden über viele Jahre nicht zugänglich  (Chiti & Dobson, 2006). Innerhalb der letzten Zeit 

wurden jedoch Techniken wie Festkörper-NMR-Spektroskopie von Amyloidfibrillen und Mikrokristallisa­

tion  kurzer, amyloidogener  (amyloidogenic) Peptide  entwickelt,  sodass  mittlerweile  verschiedene 

atomare Strukturmodelle zugänglich sind  (Petkova et al., 2005,  Nelson et al., 2005,  Sawaya et al., 

2007,  Wasmer et al., 2008). Anhand dieser Modelle wurde deutlich, dass Amyloidfibrillen auch auf 

atomarer Ebene eine gewisse Diversität aufweisen und das Grundmotiv der elongierten b-Faltblätter 

verschieden eingebaut ist. Rebecca Nelson und David Eisenberg teilen die bekannten Strukturen in 

die drei Klassen i) „gain-of-interaction“, ii) „natively disordered“ und iii) „refolding“ Modelle ein, die im 

folgenden anhand einiger Beispiele dargestellt werden (Nelson & Eisenberg, 2006a). 

i) Gain-of-interaction-Modelle:

Gain-of-interaction-Modelle besagen, dass durch konformationelle Umlagerungen eines bestimmten 

Proteinbereiches eine im nativen Zustand nicht zugängliche Oberfläche lösungsmittelexponiert wird 

(Elam et al., 2003). Durch Interaktion dieser exponierten Oberfläche lagern sich einzelne Proteinmole­

küle zu Fibrillen zusammen, wobei ein Großteil der nativen Konformation erhalten bleibt. Gain-of-inter­

action-Modelle werden weiterhin in a) „direct stacking“, b) „cross-b-spine“, c) „3D domain swapping“ 

und d) „3D domain swapping with cross-b-spine“ untergliedert:
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a) Direct stacking:

Die direct stacking-Amyloidmodelle der Proteine Transthyretin und Superoxid-Dismutase, die in ihren 

nativen Zuständen längliche b-Faltblätter beinhalten, gehen von einer direkten Polymerisation nativ-

ähnlicher Strukturen aus (Elam et al., 2003,  Serag et al., 2002). In der Fibrille sind Bereiche, die im 

nativen  Zustand  die  b-Faltblätter  abschließen,  umgelagert,  sodass  einzelne  Monomere  über 

edge-to-edge-Kontakte  der  b-Faltblätter  polymerisieren  und  eine  ausgedehnte  b-Faltblattstruktur 

entsteht. 

b) Cross-b-spine:

Das cross-b-spine-Modell besagt, dass in der Fibrille kurze entfaltete Segmente des nativen Proteins 

einen oder mehrere  b-Stränge einer  cross-b-spine Struktur formen. Die Kristallstruktur des kurzen 

amyloidogenen GNNQQNY-Fragmentes des Hefeprions Sup35p bildet z.B. eine cross-b-spine Struk­

tur, bei der jedes Fragment einen b-Strang im b-Faltblatt bildet (Abbildung 1.3), (Nelson et al., 2005). 

In  der  Kristallstruktur  sind  zwei  b-Faltblätter  antiparallel  mit  einem  Abstand  von  nur  8.5 Å  dicht 

gepackt, sodass sie eine wasserfreie Grenzfläche ausbilden. Sich gegenüberliegende Glutamin- und 

Asparaginseitenketten greifen ineinander und formen einen sogenannten steric zipper. Amyloid-bilden­

de Proteinsegmente vieler anderer Proteine wie etwa vom Prionprotein, Ab Protein, Insulin und Lyso­

zym  konnten  mikrokristallisiert  und  röntgenkristallographisch  untersucht  werden.  Sie  weisen 

cross-b-spine Strukturen auf, in denen b-Stränge parallel oder antiparallel angeordnet sind (Sawaya 

et al., 2007).

Abbildung 1.3: Strukturmodell eines cross-b-spines. A) Mit Hilfe von Mikrokristallen erzeugtes Strukturmodell des 

amyloidogenen GNNQQNY-Fragmentes des Hefeprions Sup35p  (PDB-Code: 1YJP), (Nelson et al.,  2005).  b-Faltblätter, die 

antiparallel ausgerichtet sind, werden aus kurzen b-Strangfragmenten geformt. Der Pfeil stellt die von den Autoren vorgeschla­

gene Fibrillenachse dar. B) Aufsicht entlang der Fibrillenachse. Die sich gegenüber liegenden Seitenketten in der wasserfreien 

Grenzfläche sind dicht gepackt. Seitenketten angrenzender b-Stränge sind einheitlich orientiert und formen sogenannte Seiten­

kettenstapel (siehe Abschnitt 1.2.2). Die einzelnen Polypeptidfragmente sind verschiedenfarbig dargestellt.

c) 3D domain-swapping:

In  3D domain-swapping-Modellen findet eine Umlagerung des nativen Zustandes statt, sodass zwei 

Proteinmoleküle  häufig  ganze  Sekundärstrukturelemente  austauschen  und  verwundene Oligomere 

formen (Bennett et al., 2006). Erstreckt sich dieser Domänenaustausch fortlaufend über benachbarte 

Moleküle  (run-away  domain  swap), entstehen  fibrilläre  Strukturen.  Punktmutanten  des  Serpins 
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a1-Antitrypsin  bilden  beispielsweise  eine  „hyperstabile“  Konformation  aus,  in  der  zwei  b-Stränge 

zentral in ein ausgedehntes b-Faltblatt des Nachbarmoleküls eingebunden werden (Yamasaki et al., 

2008). 

d) 3D domain swapping with cross-b-spine:

Auch für Fibrillen eines Hybridkonstruktes der RNaseA, in deren C-terminale flexible  hinge-Region 

eine Polyglutaminsequenz (GQ10G) eingebaut wurde, wurde ein run-away domain swap Modell vorge­

schlagen  (Sambashivan et al., 2005). Im Kristallstrukturmodell eines Hybridimers, welcher enzyma­

tisch aktiv ist, ist die native Struktur der Monomere weitestgehend erhalten. Die hinge-Region und die 

Polyglutamininstertion sind jedoch nicht in der Elektronendichte aufgelöst. Es wurde vorgeschlagen, 

dass  in  der  fibrillären  Form  des  Konstruktes  C-terminale  Domänen  der  Monomere  in  einer 

run-away-Art ausgetauscht sind und die Polyglutamininsertion jeweils einen b-Strang bildet. Fortlau­

fende b-Stränge formen einen ausgedehntes b-Faltblatt mit seitlich angelagerten nativ-ähnlich gefal­

teten Monomeren.

ii) Natively disordered-Modelle:

Die von Nelson und Eisenberg verwendete Bezeichnung natively disordered-Modelle bezieht sich auf 

das Merkmal einer großen Anzahl von Proteinen, die in ihrer nativen Konformation teilweise unstruktu­

riert vorliegen. Diese intrinsisch unstrukturierten Proteine (intrinsically disordered proteins) vollziehen 

einen strukturellen Wandel, sobald sie mit ihrem Bindungspartner interagieren (Fink, 2005). 

Abbildung 1.4: Strukturmodelle der HET-s Fibrille. A) Festkörper-NMR Struktur der  Podospora anserina  HET-s(218-289) 

Fibrille (PDB-Code: 2RNM), (Wasmer et al., 2008). Jedes Fragment formt zwei Windungen einer linksgänigen b-solenoid-ähnli­

chen Struktur. B) Querschnitt der HET-s Fibrille. Seitenketten, welche in das hydrophobe Lumen der Struktur weisen sind als 

sticks dargestellt. Sie sind regelmäßig entlang der Längsachse gestapelt. In der Abbildung sind unterschiedliche Polypeptidket­

ten verschiedenfarbig dargestellt.

Einige intrinsisch unstrukturierte Proteine wie z.B. die Prionen HET-s und Ure2p bilden Proteinfibrillen. 
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In den Festkörper-NMR Strukturen der isolierten HET-s Prionendomäne (218-289) und des vollständi­

gen HET-s Prions formt die Prionendomäne, die im monomeren Protein ungeordnet ist, zwei Windun­

gen einer b-solenoid-ähnlichen Struktur (Abbildung 1.4), (Wasmer et al., 2008, Wasmer et al., 2009). 

iii) Refolding-Modelle:

In refolding-Modellen wird angenommen, dass einige amyloid-formende Proteine beim Übergang aus 

dem nativen in den fibrillären Zustand komplett  entfalten müssen,  um dann, möglicherweise über 

Rückgradkontakte, zu assoziieren (Fändrich et al., 2001). Die native Form des Prionproteins PrPC ist 

beispielsweise größtenteils  a-helikal mit einem ungeordneten N-terminalen Bereich, während in der 

infektiösen Form PrPSC und in der aggregierten Fibrille der vormals  a-helikale Bereich einen hohen 

b-Strukturanteil aufweist. Govaerts et al. haben für Amyloidfibrillen, die aus einer verkürzten Form von 

PrPSC gebildet wurden, auf Basis elektronenmikroskopischer Aufnahmen und 2D Kristallen eine links­

gängige b-Helixstruktur mit vier Windungen vorgeschlagen (Govaerts et al., 2004). 

Auch von anderen Autoren wurde die Ähnlichkeit zwischen b-Helices bzw. b-Solenoiden und cross-b 

Strukturen erörtert (Lazo & Downing, 1998, Wetzel, 2002). Ein Vergleich liegt nahe, da in b-Solenoi­

den häufig keine spezifischen Sequenzmotive beobachtet wurden und variable Insertionen zwischen 

den b-Strängen möglich sind (siehe Abschnitt 1.2). 
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1.2. Die parallele b-Solenoidstruktur 

1.2.1 Proteine mit paralleler b-Solenoidstruktur

Mit Aufklärung der Kristallstruktur der Pektatlyase C aus Erwinia chrysanthemi von Yoder wurde 1993 

erstmalig das Strukturmotiv der parallelen b-Helix beschrieben (Yoder et al., 1993a). Bis dahin galten 

reine parallele b-Strukturen als instabil, doch zeigte sich rasch, dass das spulenförmige Faltungsmotiv 

von Bakterien, Bakteriophagen, Hefen, Pflanzen und höheren Eukaryoten genutzt wird (Jenkins et al., 

1998,  Kajava & Steven, 2006). Die Anzahl der aufgeklärten atomaren Strukturen, die das  b-Helix 

Motiv beinhalten,  hat in den letzten Jahren stark zugenommen und erlaubt  nunmehr eine genaue 

Klassifizierung. Bei Eingabe des Suchbegriffs „parallel beta-helix“ werden aktuell in der RCSB Protein­

datenbank (URL: http://www.rcsb.org/pdb/home/home.do; abgerufen am: 8.10.2009) 207 von insge­

samt 60606 Strukturen gefunden, dabei sind allerdings einige b-Helix Proteine mehrfach vertreten. 

Abbildung 1.5: Beispiele paralleler b-Helix Proteine. A) Monomere Pektatlyase aus Bacillus subtilis  mit  rechts­

gängiger, paralleler b-Helix (PDB-Code: 1BN8), (Pickersgill et al., 1994). B) Homotrimere UDP N-Acetylglucosamin Acyltrans­

ferase LpxA aus Escherichia coli. Eine Untereinheit mit linksgängiger, paralleler b-Helix ist farbig hervorgehoben (PDB-Code: 

1LXA), (Raetz & Roderick, 1995). C) Fragment der kurzen Schwanzfaser (gp12) des Bakteriophagen T4. Drei Polypeptidketten 

sind zu einer rechtsgängigen, triple-stranded b-Helix verwunden (PDB-Code: 1H6W), (van Raaij et al., 2001). In den Abbildun­

gen sind b-Stränge in blau und a-Helices in gelb dargestellt. 
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Ursprünglich  wurden  Strukturen  mit  2  b-Strängen  pro  Windung  als  b-rolls und  Strukturen  mit  3 

b-Strängen pro Windung als  b-Helices bezeichnet, jedoch sind mittlerweile einige Strukturen mit 4 

b-Strängen pro Windung gelöst und den  b-Helices zugeordnet worden. Kajava und Steven haben 

zusammenfassend den Oberbegriff  b-Solenoide für parallele  b-Helices und parallele  b-rolls vorge­

schlagen,  da  ihre  strukturellen  Wiederholungseinheiten  ausschließlich  aus  b-Strängen  bestehen 

(Kajava & Steven, 2006). b-Solenoide können nach Gängigkeit, Anzahl der Polypeptidketten, welche 

eine Windung bilden, Form der Windung und Oligomerisierungsgrad gruppiert werden, dabei bilden 

rechtsgängige, linksgängige und dreisträngige (triple-stranded), parallele b-Solenoide die drei Haupt­

klassen  (Abbildung  1.5),  (Kajava  &  Steven,  2006).  In  b-Solenoiden  verläuft  die  Polypeptidkette 

schraubenförmig entlang einer Längsachse mit einem Anstieg von 4.8 Å pro Windung bei einzelsträn­

giger und 14.5 Å (3 x 4.85 Å) pro Windung bei dreisträngiger Topologie. Die „klassische“ b-Helixwin­

dung wird aus drei  b-Strängen (PB1, PB2 und PB3), die durch lange  loops  und kurze, enge  turns 

unterschiedlicher  Länge  (T1,  T2 und  T3)  verbunden sind,  gebildet  (Abbildung  1.6),  (Yoder  et  al., 

1993b, Yoder & Jurnak, 1995). 

Abbildung 1.6: Topologie und Nomenklatur einer parallelen rechtsgängigen b-Helix nach Yoder et al. 

(Yoder et al., 1993b). A) Querschnitt der b-Helix im P22 Tailspikeprotein (Reste 356 bis 529). Drei b-Stränge PB2 (gelb), 

PB3 (grün) und PB1 (blau) sind durch die  loops und turns  T2, T3 und T1 verbunden. Viele rechtsgängige  b-Helices haben 

einen L-förmigen Querschnitt, wobei die b-Stränge PB2 und PB1 ein antiparalleles b-sandwich bilden und der b-Strang PB3 im 

Winkel von etwa 100 ° zu PB1 und PB2 steht. Der kurze T2 turn (lachsfarben) ist meist invariant und stellt die am häufigsten 

vorkommende b-arc Konformation dar. Die mit * gekennzeichnete Nomenklatur ist von Steinbacher für das P22 Tailspikeprotein 

eingeführt  worden und wird entsprechend in dieser Arbeit  verwendet  (Steinbacher et  al.,  1997b).  b-Stränge benachbarter 

Windungen bilden drei lang gestreckte b-Faltblätter. Aufsicht entlang der Längsachse vom N- zum C-terminalen Ende der Poly­

peptidkette.

Loops können  mehrere  hundert  Aminosäuren  umfassen  und  irreguläre  Strukturen  oder  globuläre 

Subdomänen, wie beispielsweise die „Rückenflosse“ im P22 Tailspikeprotein, bilden. Kurze turns aus 

zwei bis sechs Aminosäuren werden anhand ihrer Länge und der Lage der Torsionswinkel Phi und Psi 
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der Aminosäuren im Ramachandran-Diagramm als  b-arcs  klassifiziert  (Hennetin et al.,  2006).  Sie 

bestimmen den Winkel, in dem die verbundenen b-Stränge zueinander stehen und somit den Quer­

schnitt einer Windung. 

Fast alle Pektatlyasen und Tailspikeproteine weisen  b-Helixwindungen mit  L-förmigem Querschnitt 

auf,  bei  denen  die  b-Stränge  PB1  und  PB2  ein  antiparalleles  b-sandwich formen  zu  dem  der 

b-Strang PB3 im Winkel von circa 100 ° ausgerichtet ist (siehe Abb. 1.6). Der Querschnitt von links­

gängigen b-Helices ist meist T-förmig, d.h. drei b-Stränge formen ein etwa gleichseitiges Dreieck. Als 

O-förmig werden b-rolls mit 2 b-Strängen bezeichnet und R-förmig sind quasi quadratische Windun­

gen aus 4 b-Strängen (Kajava & Steven, 2006).

b-Stränge benachbarter Windungen formen lang gestreckte b-Faltblätter, welche die Wände der pris­

maförmigen  Struktur  darstellen.  Dabei  stehen  aufeinander  folgende  Windungen  meist  nicht  exakt 

übereinander, wodurch die gesamte b-Struktur eine leichte, fast immer linksgängige Drehung um die 

Längsachse beschreibt. Carbonyl- und Aminogruppen des Peptidrückgrats benachbarter Windungen 

bilden ein sehr regelmäßiges und umfassendes Netzwerk von Wasserstoffbrückenbindungen.

Die Anzahl der Windungen von b-Solenoiden kann stark variieren. Beispielsweise beinhaltet Serraly­

sin eine Metalloprotease aus Serratia marcescens eine b-roll aus nur 3 Windungen (Baumann, 1994). 

Besonders viele b-Helixwindungen haben virale und bakterielle Adhäsine, wie das P.69 Pertactin von 

Bordetella pertussis mit 16 Windungen oder das gp12 Protein des Bakteriophagen Φ29 mit etwa 20 

Windungen (Emsley et al., 1996, Xiang et al., 2009). Für das filamentöse Hämagglutinin von Bortade­

tella pertussis wurde auf Basis von elektronenmikroskopischen Aufnahmen und Sequenzanalyse eine 

rechtsgängige b-Helix mit 80 Windungen vorhergesagt (Kajava et al., 2001). 

An ihren C- und N-terminalen Enden sind  b-Solenoide meist durch sogenannte  capping-Regionen 

abgeschlossen. Solche caps verhindern vermutlich lineare „edge-to-edge“-Polymerisation der b-Sole­

noide  über  freie  Wasserstoffbrückenbindungspartner,  indem die  endständigen  Windungen  Proline, 

geladene Reste, loops oder a-Helices enthalten. (Richardson & Richardson, 2002, Kapp et al., 2004). 

De novo Design von caps kann Aggregation von b-Faltblättern unterbinden oder die Löslichkeit und 

Stabilität von durch Konsensusdesign hergestellten Repeatproteinen erhöhen (Wang & Hecht, 2002, 

Main et al., 2003a, Main et al., 2005). 

Der Oligomerisierungsgrad vieler b-Solenoide ist monomer (Abb. 1.5). Andere dimerisieren über Inter­

aktion der capping-Regionen, Assoziation der b-Solenoid Domänen oder durch lineare Polymerisation 

von C- und N-terminalen Enden (Kajava & Steven, 2006). Virale Tailspikeproteine, bakterielle Trans­

ferasen und das YadA Adhesin sind entlang der b-Solenoidachse assoziierte Homotrimere (Müller et 

al., 2008,  Barbirz et al., 2008,  Walter et al., 2008,  Xiang et al., 2009,  Raetz & Roderick, 1995). Bei 

triple-stranded b-Helices,  die  bisher  ausschließlich  in  Schwanzfaserproteinen von Bakteriophagen 

gefunden wurden, sind drei  Polypeptidketten verwunden und formen jeweils einen  b-Strang einer 

gemeinsamen b-Helixwindung (Seckler 1998, Mitraki et al., 2006).
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1.2.2 Seitenkettenstapelung in parallelen b-Solenoiden

Ein  herausragendes  Strukturmerkmal  aller  b-Solenoide  ist  die  sehr  regelmäßige  Stapelung  von 

Seitenketten  entlang  der  Längsachse.  Die  im  b-Strang  alternierend  innen  und  außen  liegenden 

Seitenketten benachbarter Windungen formen lineare Stapel identischer oder ähnlicher Aminosäuren 

(Yoder et al., 1993b,  Jenkins & Pickersgill, 2001). Dabei sind die Seitenketten nicht nur an gleicher 

Position  angeordnet  (aligned),  wie  es generell  für  parallele  und anti-parallele  b-Faltblätter  zutrifft, 

sondern auch einheitlich orientiert. Definitionsgemäß ist in Stapeln im Minimum der Torsionswinkel 1 

zwischen den Ca- und Cb-Atomen an allen Positionen identisch  (Petersen et al., 1997,  Jenkins & 

Pickersgill, 2001). Meist sind auch die folgenden Seitenkettenatome bei gleichen Aminosäuren iden­

tisch oder bei  ähnlichen Aminosäuren regulär ausgerichtet  (Abb.  1.7).  Im Kern von  b-Solenoiden 

werden so hoch geordnete Stapel gleicher Reste gebildet, während an der Proteinoberfläche expo­

nierte Aminosäuren stärker variieren können. Eine vergleichbar reguläre Packung von Seitenketten 

wird in globulären Proteinen nicht beobachtet, sie ist eine Besonderheit von Solenoiden, Faserprotei­

nen und Amyloidfibrillen. 

Abbildung 1.7: Seitenkettenstapel in  b-Helixproteinen. A) Im Kern der  Bacillus subtilis Pektatlyase sind drei 

Arten von Seitenkettenstapeln vertreten (PDB-Code: 1BN8). Ein aliphatischer Stapel aus Isoleucinen im b-Faltblatt PB2 (gelb), 

eine Asparaginleiter im T2  turn (lachsfarben) und ein planarer Stapel aus Phenylalaninen und Tyrosinen im  b-Faltblatt PB3 

(grün).  B) Die Aminosäuren im hydrophoben Seitenkettenstapel im b-Faltblatt A einer Untereinheit des P22 Tailspikeproteins 

sind vielfältig (PDB-Code: 2VFM). Die Ansicht der Proteinstrukturmodelle ist vom N- zum C-Terminus. Seitenketten sind als 

sticks dargestellt.

Seitenkettenstapel können in drei Klassen gegliedert werden: aliphatische Stapel, planare Stapel und 

Stapel von Resten, die Wasserstoffbrücken ausbilden (Abb. 1.7 A), (Jenkins et al., 1998). Das begra­

bene Lumen von b-Solenoiden wird von ungeladenen, hydrophoben Resten wie Alanin, Valin, Leucin 

und Isoleucin dominiert. Es wird vermutet, dass die dicht gepackten aliphatischen Stapel entscheidend 

zur hohen Stabilität von b-Solenoidproteinen beitragen (Branden & Tooze, 1998). In planaren Stapeln 

sind die aromatischen Aminosäuen Phenylalanin, Tyrosin und Tryptophan, bedingt durch die leichte 
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Drehung der  b-Solenoidstruktur um ihre Längsachse, geringfügig versetzt und mit der Packung der 

Basen in doppelsträngiger DNA vergleichbar (Jenkins et al., 1998). Stapel polarer Asparagine, Serine, 

Threonine und Cysteine können im Inneren von  b-Helices geordnete Netzwerke von Wasserstoff­

brückenbindungen innerhalb des Stapels und mit Atomen des Peptidrückgrads formen. Die sogenann­

te „Asparaginleiter“ wird im kurzen, konservierten T2 turn fast aller Pektat- und Pektinlyasen beobach­

tet,  weshalb  vermutet  wurde,  dass  sie  bei  der  Ausbildung der  nativen  Proteinstruktur  die  relative 

Anordnung der Sekundärstrukturelemente zueinander, also das „Register“ bestimmen oder möglicher­

weise als Faltungsnukleus fungieren könnte (Jenkins et al., 1998, Walter, 2002, Heinz, 2006). 

1.2.3 Solenoidproteine, Sequenzrepeats und Strukturvorhersage

Solenoide sind Proteine mit superhelikalem Verlauf der Polypeptidkette, bei denen, im Gegensatz zur 

komplex verknäulten Struktur globulärer Proteine, Einheiten eines sich wiederholenden Strukturmotivs 

eine längliche Topologie mit niedriger Kontaktordnung bilden  (Kobe & Kajava, 2000,  Baker, 2000). 

Insgesamt sind mehr als 20 Proteinfamilien mit einer solchen spulenförmigen Struktur bekannt. Sie 

vermitteln  häufig  Protein-Protein-  oder  Protein-Kohlenhydrat-Wechselwirkungen  (Kobe  &  Kajava, 

2000). Die einzelnen strukturellen Wiederholungseinheiten sind je nach Proteinklasse aus verschieden 

angeordneten Sekundärstrukturelementen aufgebaut. Das Ankyrin-Motiv besteht beispielsweise aus 

zwei a-Helices, die durch einen b-hairpin oder loop verbunden sind. Das Tetratricopeptid-Motiv (TPR) 

wird aus zwei a-Helices, welche durch einen turn verbunden sind geformt. Die strukturelle Wiederho­

lungseinheit von LRR-Proteinen (leucine-rich repeat) beinhaltet eine  a- oder 310-Helix, welche über 

einen  loop mit einem  b-Strang verbunden ist, und  b-Solenoide bestehen, wie bereits beschrieben, 

aus durch b-arcs oder loops verbundenen b-Strängen. 

Bei  den  meisten  Solenoidproteinen  liegt  der  strukturellen  Wiederholungseinheit  ein  repetitives 

Sequenzmotiv (repeat) aus etwa 20 bis 40 Aminosäuren zugrunde  (Kobe & Kajava, 2000). Dieses 

repetitive Sequenzmotiv kann wiederum aus Tandemwiederholungen kurzer Sequenzen bestehen, die 

symmetrische  Sekundärstrukturelemente  einer  Windung,  wie  beispielsweise  einzelne  b-Stränge, 

bilden können. Bei sehr einheitlichen Sequenzmotiven und einer hinreichend großen Sequenzdaten­

bank ist es möglich, durch Sequenzalignments und Konsensusdesign Windungen in Solenoidproteine 

einzufügen oder neue stabile Proteine zu entwickeln (Main et al., 2003a). Durch ein solches Vorgehen 

konnte die Eisbindeaktivität des b-helikalen Antifreezeproteins des Mehlkäfers Tenebrio molitor gestei­

gert werden (Marshall et al., 2004). Ein weiteres Beispiel ist ein aus unterschiedlich vielen Tetratrico­

peptid repeats hergestelltes Protein, bei dem thermische Stabilität und Kooperativität des Überganges 

mit Anzahl der Windungen steigt (Main et al., 2003b, Kloss et al., 2008a). 

Bei parallelen  b-Solenoiden sind Sequenzrepeats nicht immer offensichtlich und ohne Kenntnis der 

Tertiärstruktur manchmal schwer zu identifizieren (Kajava & Steven, 2006). Unregelmäßig lange loops, 

die die  b-Stränge verbinden, erschweren eine Strukturvorhersage anhand der Primärsequenz. Die 

empirischen Algorithmen BETAWRAP und BetaWrapPro verwenden spezifische Eigenschaften von 

Seitenketteninteraktionen benachbarter b-Stränge im Lumen der b-Helixdomäne zur Strukturvorher­
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sage (Bradley et al., 2001, McDonnell et al., 2006). 

Offensichtliche Wiederholungsmotive, die in parallelen b-Solenoiden vorzufinden sind, sind das Hexa­

peptid-Motiv  (HRP) in  linksgängigen trimeren LpxA-ähnlichen Enzymen oder das T-X-T-Motiv  des 

Antifreezeproteins des Fichtenkäfers  Choristoneura fumiferana (Graether et al., 2000,  Leinala et al., 

2002). Auch das rechtsgängige Antifreezeprotein des Mehlkäfers Tenebrio molitor interagiert über ein 

solches T-X-T-Motiv mit der Gitterstruktur von Eiskristallen, was eine konvergente Evolution der Prote­

ine nahelegt (Liou et al., 2000). Die vier b-Stränge des rechtsgängigen MfpA Proteins von Mycobacte­

rium tuberculosis sind aus jeweils einem Pentapeptid-Motiv gebildet (Hegde et al., 2005). 

1.2.4 Funktionen von b-Solenoidproteinen

Die meisten  b-Solenoidproteine sind Virulenzfaktoren auf der Oberfläche von Bakterienzellen oder 

virale Adhäsine (Kajava & Steven, 2006). Darüber hinaus prognostizieren Sequenzanalysen b-Sole­

noidstrukturen für etliche weitere Toxine, Virulenzfaktoren, Adhäsine und Oberflächenproteine patho­

gener Bakterien und Pilzen (Bradley et al., 2001). Ein generelles Funktionsprinzip von b-Solenoiden 

ist die Interaktion mit elongierten Substraten, meist Kohlenhydratketten, wobei das elongierte und rigi­

de Motiv als Gerüst für die Interaktion mit flexiblen Molekülen fungieren kann  (Barbirz et al., 2009). 

Loopregionen mit variabler Länge können Furchen oder unterschiedliche aktive Zentren formen.

Bakterielle  Virulenzfaktoren  sind  zum  Beispiel  von  Bakterien  und  Pilzen  sekretierte,  monomere 

Pektinasen, die wie etwa Pektatlyasen, Polysaccharide von Pflanzenzellwänden verdauen und modifi­

zieren (Kajava & Steven, 2006, Pickersgill et al., 1994). 

Bakterielle Adhäsine, wie das Kollagen-Bindeprotein YadA aus  Yersinia enterocolitica oder das P.69 

Pertactin aus Bordetella pertussis, ermöglichen die Interaktion mit spezifischen Rezeptoren der Wirts­

zelle. Beide Proteine sind Autotransporter, deren  transprter-Domäne eine Pore in der äußeren Zell­

membran bildet  durch die  die  passenger-Domäne entlassen wird  und außerhalb  der  Zelle  in  ihre 

b-Solenoidstruktur faltet (Nummelin et al., 2004, Junker et al., 2006). 

Die bisher strukturell charakterisierten viralen Adhäsine sind sehr stabile Homotrimere, bei denen die 

drei Untereinheiten entweder seitlich assoziiert sind oder eine verwickelte triple-stranded b-Solenoid­

strukturen aufweisen (Mitraki et al., 2006). Die Faserproteine binden und verdauen polymere Oberflä­

chenrezeptoren, wie Lipopolysaccarid- (Phagen P22, Sf6, HK620, Det7, 9NA, T4, (Steinbacher et al., 

1996, Müller et al., 2008, Barbirz et al., 2008, Walter et al., 2008, Wollin et al., 1981, van Raaij et al., 

2001)), Teichonsäure- (Phage Φ29, (Xiang et al., 2009)), Polysialinsäure- (Phage K1F, (Stummeyer et 

al.,  2005))  oder  Hyaluronsäure-Rezeptoren (Prophage im  Streptococcus  pyogenes Stamm SF370 

Genom,  (Smith et al., 2005)), auf der Zelloberfläche des jeweiligen Wirtsbakteriums. Eine längliche 

Bindungsstelle  und  das  katalytisch  aktive  Zentrum  sind  entweder  mit  der  b-Solenoid  Domäne 

und/oder einer zusätzlichen globulären Domäne assoziiert. 

Auch das zellwanddurchlöchernde Werkzeug (cell-puncturing device, gp5) des Phagen T4 beinhaltet 

eine ausgedehnte triple-stranded b-Solenoidstruktur.
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Die  b-Solenoidstruktur kann auch als Gerüst für weitere Funktionen verwendet werden. Das  MfpA 

Protein von Mycobacterium tuberculosis ahmt beispielsweise durch seine quadrilaterale b-Helixstruk­

tur Größe, Form und elektrostatische Oberflächenbeschaffenheit doppelsträngiger DNA nach (Hegde 

et al., 2005). 

Ein anderes Beispiel sind die bereits erwähnten, überaus regelmäßig aufgebauten Antifreeze Proteine 

einiger  Insekten.  Jeder  b-Strang  der  b-Helix  beinhaltet  ein  typisches  T-X-T-Eisbindungsmotif, 

welches mit der Struktur des Eiskristallgitters interagieren und somit den Gefrierpunkt beeinflussen 

kann (Marshall et al., 2004, Leinala et al., 2002). 

Die  meisten  linksgängigen  b-Solenoide  sind  bakterielle  Acyl-Transferasen,  die  Acetat,  Succinat, 

Hydroxy-Fettsäuren mit Hilfe von Acyl-Coenzym A oder Acyl-Carrier-Protein (ACP) übertragen. Die 

Substratbindestelle der Enzyme liegt zwischen den Monomeruntereinheiten (Raetz & Roderick, 1995, 

Wyckoff & Raetz, 1999).
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1.3 Das Tailspikeprotein des Bakteriophagen P22

1.3.1 Struktur und Funktion des P22 Tailspikeproteins

Das Tailspikeprotein des Bakteriophagen P22 ist ein hinsichtlich Faltung, Stabilität und Kohlenhydra­

tinteraktion sehr  detailreich untersuchtes Modellsystem. Sechs Kopien des homotrimeren Proteins 

sind am Portalkomplex des P22 Phagen verankert (Israel et al., 1972, Lander et al., 2006). Der Phage 

der Morphologieklasse Podoviridae, die sich durch einen kurzen nicht-kontraktilen Schwanz, ein linea­

res, doppelsträngiges DNA-Genom und ein ikosaederförmiges Kapsid definiert, infiziert Salmonellen 

der Spezies Salmonella enterica mit den Serotypen A, B und D1 (Israel et al., 1967, Steinbacher et al., 

1997b). Im ersten Schritt des Infektionszykluses des P22 Phagen bindet das Tailspikeprotein an das 

Lipopolysaccharid auf der Oberfläche der Gram-negativen Zelle  und ermöglicht auf diese Weise die 

Adsorption des Phagen an seinen Wirt. 

Das P22 Tailspikeprotein besteht aus 666 Aminosäureresten und hat eine Molekülmasse von 72 kDa. 

Drei Untereinheiten bilden ein elongiertes Homotrimer mit einer Länge von etwa 180 Å und einem 

Durchmesser von bis zu 80 Å (Steinbacher et al., 1997a, Seul, 2008). Das Protein ist in drei funktio­

nelle Regionen gegliedert: eine aminoterminale Kapsidbindedomäne (1-108), ein zentraler Lipopoly­

saccharid-Rezeptor mit  Endorhamnosidaseaktivität (109-540) und eine carboxyterminale Trimerisie­

rungsdomäne (541-666), (Abbildung 1.8 A). 

Die  Kapsidbindedomäne des  Tailspikeproteins  interagiert  irreversible  doch  nicht-kovalent  mit  dem 

Portalkomplex des Phagenkopfes (Israel et al., 1967, Lander et al., 2006). Die kuppelförmige Struktur 

ist reich an antiparallelen b-Faltblättern und Loopregionen (Steinbacher et al., 1997b). 

Die zentral gelegene b-Helix Domäne erkennt und hydrolysiert Lipopolysaccharide und ermöglicht die 

Bindung des Phagen an die Salmonelle. Die Domäne beinhaltet einen sehr flexiblen Interdomänenlin­

ker,  eine N-terminale  capping-Region und 13 Windungen des  b-Helix-Strukturmotivs.  Zwei ausge­

dehnte Insertionen im T2 loop der b-Helixwindung 3 bzw. im T3 loop der b-Helixwindung 9 formen die 

„Rücken-“ (197-259) und die „Bauchflosse“ (397-425). Das O-Antigen des Lipopolysaccharids wird im 

Zuge des Infektionsprozesses in einer durch diese beiden Subdomänen flankierten Furche im zentra­

len Bereich der b-Helix gebunden (Abbildung 1.8 B). Drei katalytisch aktive Reste, E359, D392, D395, 

spalten  die  a(1,3)-O-glycosidische  Bindung  des  O-Antigens  zwischen  Rhamnose  und  Galaktose 

(Baxa et al., 1996, Steinbacher et al., 1996, Steinbacher et al., 1997a, Baxa et al., 2001). 

Am C-terminalen Ende der b-Helix Domäne formen die Polypeptidketten der Tailspikeuntereinheiten 

die  Trimerisierungsdomäne.  Die  in  diesem  Bereich  gebildeten  b-Strang-reichen  Strukturmotive, 

triple-stranded-b-Helix und triple-b-Prisma, kommen auch in anderen stabilen, viralen Faserproteine 

vor (Seckler, 1998, Mitraki et al., 2002, Mitraki & van Raaij, 2005). 
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Abbildung 1.8: Strukturmodell des homotrimeren P22 Tailspikeproteins. A) Manuell aus den Kristallstruktu­

ren der N-terminalen (PDB-Code: 1LKT, (Steinbacher et al., 1997a), 5-108) und der C-terminalen Domäne (PDB-Code: 2VFM, 

112-666) zusammengefügtes Modell des Tailspiketrimers. Die Untereinheiten des P22 Tailspikeproteins (hellblaue, rosa und 

orange Oberflächen) sind sowohl funktionell als auch strukturell in drei Domänen unterteilt.  Sekundärstrukturelemente einer 

Untereinheit sind als cartoon dargestellt, wobei die b-Faltblätter A, B und C der b-Helix Domäne gelb, grün und blau gefärbt 

sind. B) O-Antigenfragment (cyan) in der Bindungsfurche einer Tailspikeuntereinheit. Die katalytisch aktiven Reste des Proteins 

E359, D392, D395 sind rot gefärbt. Zum Erhalt der Struktur wurden Kristalle des N-terminal verkürzten Tailspikeproteins mit 

Oktasaccharid  gesoakt (PDB-Code:  1TYU,  (Steinbacher  et  al.,  1997b)).  In  Abbildung  C) ist  die  Blickrichtung entlang der 

Bindungsfurche vom N- zum C-terminalen Ende des Proteins.

Die evolutiv eng mit P22 verwandten trimeren Tailspikeproteine der Bakteriophagen Sf6 und HK620 

sind strukturell  und funktionell  sehr  gleichartig und interagieren ebenfalls  über  eine längslaufende 

Furche,  die  sich  auf  dem  Rücken  einer  Untereinheit  oder  zwischen  jeweils  zwei  Untereinheiten 

erstreckt mit dem Lipopolysaccharid ihrer Gram-negativen Wirtszellen (Freiberg et al., 2003, Müller et 

al., 2008,  Barbirz et al., 2008). Auch die Tailspikeproteine der Phagen Det7 und 9NA, die nicht zur 

Familie der Podoviridae sondern den Myoviridae bzw. Siphoviridae zugeordnet sind, sind dem P22 

Tailspikeprotein funktionell und strukturell sehr ähnlich (Walter et al., 2008, Wollin et al., 1981, Barbirz, 

pers. Mitteilung). 

Die kürzlich publizierte Struktur des homotrimeren Tailspikeproteins (gp12) des Φ29 Phagen, der das 

Gram-positive Bakterium  Bacillus subtilis infiziert, ist in mehrerlei Hinsicht aufschlussreich  (Xiang et 

al., 2009). Im reifen Zustand besteht eine Untereinheit aus zwei linksgängigen b-Solenoid Domänen. 

Die N-terminale Domäne bildet  13 Windungen einer L-förmigen  b-Helix und beherbergt  auf  ihrem 

Rücken  die  Bindungsfurche  für  den  Teichonsäure-Rezeptor  und  das  putative  katalytisch  aktive 
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Zentrum. Die C-terminale Domäne ist ebenfalls linksgängig b-solenoidal mit 8 Windungen einer b-roll. 

Im unreifen Zustand besitzt das Φ29 Tailspikeprotein eine weitere C-terminale Domäne mit Autocha­

peronaktivität, welche die Trimerisierung des Proteins unterstützt und anschließend abgespalten wird.

1.3.2 In vivo und in vitro Faltung des P22 Tailspikeproteins

Das native P22 Tailspikeprotein ist resistent gegen Hitze, den Verdau durch Proteasen und das Deter­

genz Natriumdodecylsulfat (SDS) bei Raumtemperatur. Deshalb kann der Faltungsweg des Proteins 

in vivo und in vitro mittels SDS-PAGE über die im Vergleich zum Monomer verminderte Mobilität des 

nativen  Trimers  verfolgt  werden.  SDS-labile  Spezies  wie  Aggregate  oder  nicht-native  Oligomere 

werden durch das Detergenz gelöst und entfaltet.

Obwohl die Bedingungen in der Bakterienzelle und im Reagenzglas überaus verschieden sind, zeigt 

der  Reifungsprozess  des  P22  Tailspiketrimers  in  vivo und  in  vitro einen  ähnlichen  Verlauf  und 

vergleichbare intermediäre Strukturen (Goldenberg et al., 1982, Seckler et al., 1989). In vitro faltet das 

Protein über mehrere kinetische Phasen nach dem in Abbildung 1.9 dargestellten Schema (Fuchs et 

al., 1991, Danner et al., 1993). 

Abbildung 1.9: Modell des in vitro Faltungswegs des P22 Tailspikeproteins nach Danner und Seckler 

(Danner  &  Seckler,  1993). Dabei  ist  U  das  entfaltete  Polypeptid,  I  ein  thermolabiles  Intermediat,  I*  ein 

aggregationsanfälliges  Intermediat,  M  das  gefaltete  Monomer,  PT  das  SDS-sensitive  Protrimer  und  N  das  native, 

SDS-resistente Trimer.

Der erste Schritt im Reifungsprozess ist die Faltung des Tailspikemonomers, die in vitro mittels spek­

troskopischer  Methoden  aufgezeichnet  werden  konnte  (Seckler  et  al.,  1989,  Fuchs  et  al.,  1991, 

Danner et al., 1993). Bei 10 °C kompaktiert die entfaltete Polypeptidkette innerhalb weniger Sekunden 

zu einem b-Faltblatt-reichen, thermolabilen Intermediat (I), welches mit einer Halbwertszeit von circa 

7 Minuten zum assoziationskompetenten Monomer (M) reift. Drei gefaltete Untereinheiten lagern sich 

in einer Reaktion, die nach 90 Minuten abgeschlossen ist, zum sogenannten Protrimer (PT) zusam­

men. Im Protrimer,  welches wegen seines größeren hydrodynamischen Radius durch Größenaus­

schlusschromatographie und Nativgelelektrophorese vom nativen Trimer unterschieden werden konn­

te, sind die Untereinheiten stabil assoziiert, doch ist eine Dissoziation der Ketten mittels SDS und der 

Verdau durch Proteasen möglich. Die Reifung des Protrimers zum nativen, SDS- und Protease-resis­

tenten Trimer (T) ist mit einer Halbwertszeit von 12 Stunden bei 10 °C langsam und der geschwindig­

keitsbestimmende Schritt der Faltungsreaktion. Mutationen im Bereich der triple-b-Helix können die 

Trimerbildung verlangsamen oder blockieren,  weshalb vermutet  wurde,  dass die  Verflechtung und 
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Kompaktierung der C-terminalen Domänen im Reifungsprozess entscheidend ist  (Kreisberg et  al., 

2002). 

In vivo konnte die Faltungskinetik des Tailspikeproteins mit Hilfe von Phagen-infizierten Salmonellen 

verfolgt werden (Goldenberg & King, 1981,  Goldenberg & King, 1982). Dazu wurde in einem späten 

Stadium des Infektionsprozesses, wenn das Tailspikeprotein eines der Hauptsyntheseprodukte in der 

Zelle  darstellt,  das  Protein  mittels  Pulsmarkierung  mit  radioaktiv-gekennzeichneten  Aminosäuren 

markiert. Mit Nativgelelektrophorese der Zelllysate und Autoradiographie konnte die Kinetik der Protri­

mer-Trimer-Konversion direkt verfolgt werden. In neueren Untersuchungen wurde die cotranslationelle 

Faltung des Tailspikeproteins mit Hilfe von monoklonalen Antikörpern, welche mit verschiedenen inter­

mediären Strukturen während des Reifungsprozesses des Tailspikeproteins interagieren, untersucht 

(Clark & King, 2001,  Evans et al., 2005,  Jain et al., 2005,  Friguet et al., 1990). Es zeigte sich, dass 

sich in vivo noch am Ribosom gebundene monomere Tailspikeintermediate, strukturell von frühen in  

vitro Rückfaltungsintermediaten unterscheiden. Allerdings wird die Faltungsanalyse mit Hilfe von Anti­

körpern  kontrovers  diskutiert,  da  die  Bindung  eines  Antikörpers  Strukturbildung  und  Faltungsweg 

beeinflussen könnte.

1.3.3 Einfluss von Faltungsmutationen

In den 1980er Jahren wurden für das Tailspikeprotein eine Vielzahl von durch UV-Bestrahlung oder 

chemische Behandlung verursachte Punktmutationen isoliert, die temperaturabhängig den Faltungs­

prozess  beeinflussen  (Smith  et  al.,  1980,  Fane  &  King,  1991).  Diese  Mutationen  liegen  fast 

ausschließlich im Bereich der Aminosäurepositionen 150 bis etwa 450, d.h. in der  b-Helix Domäne 

(Yu & King, 1984, Villafane & King, 1988). Bei Mutationen, welche einen sogenannten temperatursen­

sitiven Faltungsphänotyp (temperature sensitive for folding, tsf) hervorrufen, ist die Reifung des nati­

ven Trimers bei erhöhter,  restriktiver Temperatur (39 °C) stark verringert,  bei niedriger, permissiver 

Temperatur  (30 °C)  dagegen  wildtyp-ähnlich.  In  vivo und  in  vitro konnte  gezeigt  werden,  dass 

tsf-Mutationen an vielen Positionen des Tailspikeproteins die Bildung von Aggregaten hervorrufen, 

indem  sie  das  thermolabile  Intermediat  I  der  Monomerfaltung  destabilisieren  und  mit  steigender 

Temperatur das Gleichgewicht in Richtung eines aggregationsanfälligen Intermediates I* verschieben 

(Abbildung 1.9),  (Goldenberg et al., 1983,  Danner & Seckler, 1993,  Haase-Pettingell & King, 1988, 

Mitraki & King, 1992). Aufgrund der hohen Stabilität und des komplexen Entfaltungsweges des Tailspi­

ketrimers schienen native tsf-Mutanten ebenso stabil zu sein wie der native Wildtyp (Sturtevant et al., 

1989). Basierend auf dieser Beobachtung und auf der auf Sequenzanalyse beruhenden Vermutung, 

dass sich die  tsf-Mutationen an der Proteinoberfläche und in  turns befänden, wurde die sogenannte 

Foldon-Hypothese aufgestellt, die besagt, dass es Reste in der Aminosäuresequenz gibt, die Informa­

tionsträger für die Ausbildung der Struktur und Faltungskinetik sind, im nativen Protein jedoch keine 

Rolle z.B. für die Stabilität spielen (Yu & King, 1984). Tsf-Mutanten würden quasi einen Faltungscode 

markieren, der die Polypeptidkette über bestimmte Intermediate zum nativen Zustand leitet.

Erst mit  Vereinfachung der Entfaltungskinetik durch Deletion der N-terminalen Kapsidbindedomäne 
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(TSPDN-Konstrukt, 109-666) und zudem durch Isolierung der b-Helix Domäne (BHX, 109-544), die im 

Gleichgewicht einen reversiblen Faltungsübergang zeigt und somit die Bestimmung der thermodyna­

mischen  Stabilität  erlaubt,  konnte  eindeutig  der  im  Volllängenprotein  maskierte  destabilisierende 

Einfluss der  tsf-Mutationen gezeigt und die Foldon-Hypothese widerlegt werden  (Danner & Seckler, 

1993, Miller et al., 1998a, Miller et al., 1998b, Schuler & Seckler, 1998). 

Eine andere Art von Punktmutationen wirken als globale Supressoren (su) des tsf-Phänotyps (Fane & 

King, 1991,  Fane et al., 1991). Sie erhöhen die Faltungsausbeuten bei restriktiver Temperatur und 

können den tsf-Phänotyp ausgleichen. Die vier bekannten su-Mutationen erhöhen die thermodynami­

sche Stabilität der isolierten  b-Helix, vermutlich indem einige die sterische Spannung der Struktur 

verringern und andere die Seitenkettenstapelung im Inneren der  b-Helix verbessern und hierdurch 

das kritische Faltungsintermediat I der Monomerfaltung stabilisieren (Beissinger et al., 1995, Miller et 

al., 1998b, Schuler & Seckler, 1998). 

1.3.4 Aggregation des Tailspikeproteins

Wie für viele andere Proteine, die nicht mit Fehlfaltungskrankheiten in Verbindung gebracht werden 

(siehe Abschnitt 1.1.1), wurde auch für das vollständige P22 Tailspikeprotein und die isolierte b-Helix 

Domäne (109-544) Aggregation und die Bildung von fibrillären Strukturen beobachtet und eingehend 

charakterisiert  (Speed et al., 1995,  Speed et al., 1997,  Schuler et al., 1999). Schon das komplette 

Wildtypprotein bildet bei restriktiver Temperatur ausgehend vom aggregationsanfälligen, teilgefalteten 

Intermediat I* in vivo und in vitro Aggregate. Durch Destabilisierung des Faltungsintermediates I, z.B. 

durch  Einfügen  von  tsf-Mutationen  kann  die  Aggregationstendenz  zusätzlich  gesteigert  werden 

(Haase-Pettingell & King, 1988, Danner & Seckler, 1993). Der in vitro bei mild denaturierenden Bedin­

gungen untersuchte Polymerisationsprozess des Vollängenproteins erfolgt über spezifische Interaktio­

nen und nicht unspezifisch über entfaltete Ketten oder Koaggregation mit einem anderen im in vitro 

Rückfaltungsansatz  aggregierenden  Protein  (Speed  et  al.,  1996).  Die  langsame Reaktion  konnte 

mittels Lichtstreuung und Nativgelelektrophorese verfolgt werden. Sie verläuft nach einem sogenann­

ten cluster-cluster-Mechanismus, bei dem die Assoziation über lineare Polymerisation von Monome­

ren und größeren Polymeren erfolgt (Speed et al., 1997). 

Abbildung 1.10: Lichtmikroskopische Aufnahmen von b-Helix Aggregaten. A) Fibrilläre und amorphe Aggre­

gate der isolierten  b-Helix Domäne in Gegenwart von 100 µM Kongorot.  A) Im polarisiertem Licht zeigen hoch geordneten 

Fibrillen der isolierten b-Helix Doppelbrechung. Die Abbildung ist von Schuler übernommen (Schuler et al., 1999). 
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1. Einleitung

Auch die isolierte  b-Helix Domäne kann bei mittleren Denaturantkonzentrationen in Gegenwart von 

hohen  Salzkonzentrationen  oder  durch  Einfügen  von  destabilisierenden  tsf-Mutationen  Aggregate 

bilden (Schuler et al., 1999). Diese Aggregate formen sich im Gegensatz zur schnellen Rückfaltungs­

reaktion der isolierten Domäne langsam und analog zum Volllängenprotein wahrscheinlich über clus­

ter-cluster Polymerisation, ausgehend von einem nativ-ähnlichen, teilgefalteten Zustand. Die Aggrega­

te zeigen unterschiedliche Morphologien, beispielsweise auch lineare Fibrillen, die Kongorot binden 

und im polarisiertem Licht Doppelbrechung zeigen (Abbildung 1.1 und 1.10), (Schuler et al., 1999). Ob 

in  den  Fibrillen  b-Helices  über  edge-to-edge-Aggregation  teilentfalteter  Domänen  assoziiert  sind 

(direct stacking Modell) oder ob die Polypeptidketten über einen vollständig entfalteten Zustand in eine 

cross-b-Struktur falten, ist eine interessante Fragestellung.

1.3.5 Einfluss der Seitenkettenstapelung auf Stabilität und Faltung von 
b-Solenoiden – Stand der Forschung

Hoch aufgelöste Strukturen von Amyloidfibrillen, welche aus kurzen amyloidogenen Peptiden oder aus 

vollständigen Proteindomänen gebildet wurden, verdeutlichen ihre strukturelle Ähnlichkeit zum b-Helix 

Strukturmotiv (Nelson & Eisenberg, 2006, Wasmer et al., 2008). Neben lang gestreckten b-Faltblät­

tern und regelmäßigen Wasserstoffbrückenbindungen ist ein besonderes Merkmal beider Strukturen 

die lineare Stapelung identischer oder ähnlicher Seitenketten entlang der b-Faltblattachse. 

Bisher wurde in nur wenigen Arbeiten explizit der Einfluss der Seitenkettenstapelung für Stabilität und 

Faltung  von  b-Solenoiden  behandelt.  Die  beiden  hierzu  verwendeten  Modellproteine  waren  die 

Pektatlyase aus Bacillus subtilis (BsPel) und das Tailspikeprotein des Bakteriophagen P22.

In ihrer Dissertation hatte Monika Walter einen in der Asparaginleiter der Bacillus subtilis Pektatlyase 

zentral gelegenen Asparaginrest gegen unterschiedliche Aminosäuren ausgetauscht  (Walter, 2002). 

Die Mutanten zeigten einen temperatursensitiven Faltungsphänotyp, wildtyp-ähnliche Entfaltungsge­

schwindigkeiten  und verlangsamte Faltungsraten bei  Temperaturanstieg,  weshalb  vermutet  wurde, 

dass durch die Unterbrechung des Asparaginstapels der BsPel ein thermolabiles Faltungsintermediat 

destabilisiert  wird. In einer weiterführenden Arbeit  wurden von Benjamin Heinz alle vier Reste der 

Asparaginleiter der BsPel jeweils einfach gegen Valin und in der Mutante Val4 gleichzeitig substituiert 

(Heinz, 2006). Die von ihm erhobenen Daten verdeutlichen, dass in BsPel eine Unterbrechung oder 

Entfernung der Asparaginleiter zwar die Stabilität des Proteins stark beeinflusst, die Faltungsreaktion 

jedoch nicht unterbindet. Die Asparaginleiter ist somit nicht essentiell für die Faltung der Pektatlyase 

aus Bacillus subtilis, und eine korrekte Registrierung der Sekundärstrukturelemente kann auch in ihrer 

Abwesenheit stattfinden. 

Die Bedeutung der Seitenkettenstapelung für Faltung und Stabilität des P22 Tailspikeproteins wurde 

bisher in unterschiedlichen Zusammenhängen diskutiert:
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Martina Beissinger und Ben Schuler hatten vermutet, dass das Supressor-Verhalten der von ihnen 

ausführlich charakterisierten Tailspikemutanten A334V und A334I durch die Vervollständigung eines im 

Wildtyp unterbrochenen hydrophoben Stapels im Inneren der  b-Helix Region durch die verzweigten 

Seitenketten Valin und Isoleucin hervorgerufen ist (Beissinger et al., 1995, Schuler, 1998). Beissinger 

und Schuler beobachteten, dass die Substitutionen das frühe Intermediat der Monomerfaltung stabili­

sieren, auf den nativen, trimeren Zustand jedoch destabilisierend wirken. Es wurde deshalb vermutet, 

dass im dicht gepackten Lumen der nativen Struktur Valin und Isoleucin nicht untergebracht werden 

können.

In einer Arbeit  aus der Arbeitsgruppe von Jonathan King am Massachusetts Institute of Technology 

wurde die Bedeutung eines aromatischen Stapels im Inneren der  b-Helix Domäne für die Faltungs­

ausbeuten  des  kompletten  trimeren  P22 Tailspikeproteins  analysiert  (Betts  et  al.,  2004).  Die  vier 

Phenylalanine F181 (Windung 2), F284 (Windung 4), F308 (Windung 5), F336 (Windung 6) eines im 

b-Faltblatt C lokalisierten hydrophoben Stapels wurden gegen hydrophobe Seitenketten verschiede­

ner Volumina (Leucin, Valin und Alanin) substituiert. Es zeigte sich, dass bei einer Expressionstempe­

ratur von 30 °C Alanin an keiner der Positionen ein Phenylalanin ersetzten konnte, nur Leucin-Mutatio­

nen und in einigen Fällen auch Valin-Mutationen erlauben die Bildung von geringen Mengen des lösli­

chen  Tailspiketrimers.  Die  Substitution  von  Phenylalaninen  im  b-Helixkern  ist  schwerwiegend,  da 

vermutlich die kleinen oder verzweigten, hydrophoben Reste die Anordnung der planar, gepackten 

Aromaten nicht hinreichend nachahmen können. 

In einem sehr umfangreichen Ansatz untersuchte Ryan Simkovsky,  ebenfalls aus der Gruppe von 

King, den Einfluss aller ins Innere des hydrophoben Kerns weisenden Seitenketten der b-Helix Domä­

ne sowie der N- (120-142) und C-terminalen (521-545) capping-Regionen auf die in vivo Faltungsaus­

beuten des kompletten Tailspikeproteins (1-666). Er mutierte diese Reste zu Alanin und testete die 

Faltungseffizienzen der insgesamt 145 Punktmutanten bei  18 °C, 30 °C und 37 °C mit  Hilfe eines 

high-throughput Verfahrens (Simkovsky & King, 2006). Dabei stellte er fest, dass bei hohen Tempera­

turen  (37 °C)  die  Mehrheit  der  nach  innen  gerichteten  Seitenketten  (95  der  103  Reste  des 

b-Helix-Kerns) intolerant gegenüber einem Austausch zu Alanin ist, d.h., dass  Trimere  in vivo nicht 

gebildet  werden.  Bei  niedrigen Temperaturen (18 °C)  identifizierte  Simkovsky einen so genannten 

„minimal folding-spine“, also ein minimales Faltungs-Rückgrat von 29 nicht-Glycin-Resten, welches für 

die produktive Faltung des Tailspiketrimers essentiell ist. Die Faltungseffizienz dieser 29 Punktmutan­

ten ist  bei  18 °C und auch bei  10 °C stark vermindert  (Simkovsky,  2007).  Das Faltungs-Rückgrat 

erstreckt sich als ein zusammenhängendes Netzwerk entlang der Achse der b-Helix Domäne. Seiten­

ketten der Windungen 6 und 7 der b-Helix Domäne treten verstärkt auf. Simkovsky und King postulie­

ren einen prozessiven Faltungsmechanismus der b-Helix Domäne nach einem „Nukleations-Elongati­

ons-Modell“.  Die Reste des  folding-spines dienen dabei als Nukleationskern und  template,  an das 

weitere  Windungen  der  b-Helix  durch  Seitenkettenkontakte  korrekt  positioniert  und  assembliert 

werden (Simkovsky & King, 2006). 
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Verstärkt beinhaltet das minimale Faltungs-Rückgrat Leucine (6x), Isoleucine (4x) und Phenylalanine 

(8x), von denen drei an der Bildung eines aromatischen Stapels entlang der Windungen 5 bis 7 betei­

ligt sind. Es ist naheliegend, dass der Austausch eines Aromaten durch ein Alanin das dicht gepackte 

Lumen der b-Helix destabilisieren kann.

Die Fragestellung der hier  vorliegenden Arbeit  schließt  an eine von Johannes Roiner  im Rahmen 

seiner Diplomarbeit durchgeführten Studie an (Roiner, 1998). Roiner hatte fünf Valine in den Windun­

gen 4, 6, 7, 10 und 13 im b-Faltblatt A der b-Helix Domäne des P22 Tailspikeproteins jeweils gegen 

Phenylalanin und Leucin substituiert. Seine Resultate am N-terminal verkürzten trimeren Tailspikepro­

tein und der isolierten b-Helix Domäne deuteten an, dass Mutationen in der Mitte der b-Helix stärkere 

Effekte auf Faltung und Stabilität zeigten als Mutationen an den Enden. Betts hatte ähnliche Tenden­

zen  für  drei  Mutanten  des  kompletten  Tailspikeproteins,  die  sich  im  gleichen  Seitenkettenstapel 

(Windungen 1, 8 und 14) befinden, beobachtet (Betts et al., 2004). 

1.3.6 Zielstellung dieser Arbeit

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, die  Bedeutung eines hydrophoben Seitenkettenstapels für die 

Stabilität, Faltung und Struktur des P22 Tailspikeproteins zu untersuchen. Durch ortsgerichtete Muta­

genese sollten dazu sieben Valine in einem im Lumen der b-Helix des Tailspikeproteins begrabenen 

hydrophoben Seitenkettenstapel  gegen Alanin  und Leucin  ausgetauscht  werden.  Der ausgewählte 

Stapel  befindet  sich  im  b-Faltblatt  A der  zentralen  b-Helix  Domäne  und  erstreckt  sich  über  die 

N-terminale capping-Region und die 13 Windungen der parallelen b-Helix. Die Valine befinden sich an 

den Positionen 125 (capping-Region),  272 (Windung 4),  321 (Windung 6),  349 (Windung 7),  450 

(Windung 10),  498 (Windung 12),  523 (Windung 13) und sind somit  über die gesamte Länge der 

b-Helix verteilt (Abbildung 3.2). 

Der Einfluss der Mutationen auf die Stabilität, Faltung und Struktur des Tailspikeproteins sollte mit 

Hilfe  von  zwei  Konstrukten  charakterisiert  werden.  Das  TSPDN-Konstrukt  (109-666)  ist  um  die 

N-terminale Kapsidbindedomäne verkürzt, das Protein liegt als Trimer vor und folgt einem wildtyp-

ähnlichen Faltungsweg (Miller et al., 1998b). Die isolierte, monomere b-Helix Domäne (109-544), bei 

welcher  die  N-terminale  Kapsidbindedomäne und die  C-terminale  Trimerisierungsdomäne deletiert 

sind, fungiert als eigenständige Faltungseinheit und folgt einem Zweizustandsverhalten im Gleichge­

wicht, was die Bestimmung der thermodynamischen Stabilität erlaubt (Miller et al., 1998a). 
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2.1. Materialien

2.1.1 Chemikalien

Desoxynukleotidtriphosphate GE Healthcare, München

GdmHCl (ultra pure von Pierce) Thermo Fisher Scientific, Bonn

Pefabloc SC PLUS Roche, Mannheim

PhastGel Blue R GE Healthcare, München

Tris USB Corporation, Cleveland (USA)

Harnstoff (ultra pure) MP Biomedicals, Eschwege 

Alle nicht  eigens aufgeführten Chemikalien wurden von Roth (Karlsruhe),  Merck (Darmstadt)  oder 

Sigma-Aldrich (St. Louis, USA) bezogen und hatten den Reinheitsgrad pro analysi (p.a.).

2.1.2 Enzyme

Restriktionsenzyme New England Biolabs, Schwalbach

PfuTurbo Polymerase Stratagene, La Jolla (USA)

Pfu Plus Polymerase Roboklon GmbH, Berlin

RNaseA Roth, Karlsruhe

2.1.3 Standardmarker und Kits

100 bp und 1 kb DNA-Leitern New England Biolabs, Schwalbach

Protein-Molekularmassen-Marker Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)

MW-SDS-200 (High Range), 30-200 kDa

MW-SDS-70L (Low Range), 4-70 kDa

GenElute Plasmid Miniprep Kit Sigma-Aldrich, St. Louis (USA)

QIAprep Spin Miniprep Kit Qiagen GmbH, Hilden

PeqGold Plasmid Miniprep Kit Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 
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2.1.4 Verbrauchsmaterialien

DE52 Cellulose Whatman, Dassel

Dialyseschläuche Spectra/Por Spectrum Europe, Breda (Niederlande)

Kunststoff UV/vis-Küvetten Eppendorf, Hamburg

Kristallisationsschalen Hampton Research, Aliso Viejo (USA)

Polysterol-Fluoreszenz-Küvetten Semadeni, Düsseldorf

Protein LoBind Tubes Eppendorf, Hamburg

Puradisc 30 Spritzenfilter (0.2 +  0.45 µm) Whatman, Dassel

Quarzglas-Küvetten Hellma, Müllheim

RC55 Cellulose-Membran (0.45 µm) Whatman, Dassel 

Ultrafiltrationsmemranen YM10, YM30 Millipore, Schwalbach

Zentrifugalkonzentratoren Amicon Ultra Millipore, Schwalbach

2.1.5 Geräte

Absorptionsspektrometer Cary 50 (Varian)

8453 Spektrophotometer (Agilent)

Bakterienkulturschüttler Innova 2300 Platform Shaker (New Brunswick 

Scientific)

Chromatographieanlagen ÄktaFPLC (GE Healthcare)

ÄktaPrime (GE Healthcare)

ÄktaPurifier (GE Healthcare)

Chromatographiesäulen Phenylsepharose FF (high sub) (GE Healthcare)

HiLoad Superdex200 PG (GE Healthcare)

HisTrap HP (5 ml) (GE Healthcare)

Elektrophoresegeräte PROTEAN II xi (16 x 20 x 0.15 cm Gele) (Bio-Rad)

SE260 Mighty small (10 x 8 x 0.075 cm) (Hoefer)

Agargel mini (6.5 x 9 cm und 10 x 10 cm) (Biometra)

Fluoreszenzspektrometer Spex FluoroLog (HORIBA Jobin Yvon) 

Spex FluoroMax 3 (HORIBA Jobin Yvon)

beide mit Peltier-Element Modell LFJ-3751

(Wavelength Electronics, Inc.)

French-Press 20K und 40K Zellen (SLM.Aminco)

Gelscanner ImageScanner III (GE Healthcare)

Heizblock Stuart Scientific Block Heater

Kristallisationsbesteck Hampton Research

PCR-Gerät TGradient Thermocycler (Biometra)

pH-Meter pH 597 (WTW)

pH-Messkette BlueLine 18 pH (Schott)
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Pipetten Finnpipetten (Thermo)

Multipette (Eppendorf)

Refraktometer Zeiss

Reinstwasseranlange Millipore

Spannungsquellen Bio105, PP4000 (Biometra)

Sterilbank HERAsafe (Heraeus)

Thermoschränke Heraeus, Memmert

Thermoschüttler Thermomixer compact (Eppendorf)

Ultrafiltrationszelle Amicon

Waagen Analysewaage Sartorius B 120 S

Feinwaage Kern PB

Wasserbäder Huber

Zentrifugen MR22i (Jouan)

RC-26 Plus (Sorvall)

Sorvall Discovery M150 SE Ultrazentrifuge

Biofuge Pico (Heraeus)

Biofuge Fresco (Heraeus)

Synchrotronmessplatz am BESSY (Helmholtz-Zentrum Berlin für Materialien und Energie):

Synchrotron Strahlungsquelle BESSY, BL1

Monochromator Si(111) Kristall

Detektor Marmosaic Image Plate (Marresearch GmbH, 

Norderstedt)

Messplatz der AG Heinemann am MDC (Max-Delbrück-Centrum für Molekulare Medizin):

Kupfer-Drehanoden-Generator Rigaku RU H2B (Rigaku, Kent, England)

Detektor MAR345 Image Plate (Marresearch GmbH, 

Norderstedt)

Beide Messplätze waren mit Stickstoff-Kühlsystemen zur Verminderung von Strahlenschäden ausge­

stattet.

2.1.6 Programme

BioEdit Ibis Biosciences

GCG Wisconsin Package v10 Genetics Computer Group

Gelscan v5.1 BioSciTec

IgorPro v6.0 WaveMetrics

LabScan v6.0 GE Healthcare

25



2. Experimenteller Teil

Programme der CCP4 Suite Collaborative Computational Project, number 4

PyMol v1.0 DeLano Scientific LLC

SigmaPlot v9.0 Systat Software

2.1.7 Puffer, Lösungen und Medien

Puffer und Lösungen wurden mit Millipore-gereinigtem Wasser hergestellt und bei Bedarf filtriert und 

entgast.  pH-Werte  wurden  bei  Raumtemperatur  mit  dem  pH 597  pH-Meter  von  WTW  und  der 

pH-Einstabmesskette BlueLine 18 pH mit Glasmembran von Schott bestimmt.

Puffer und Medien:

GdmHCl- und Harnstofflösungen unterschiedlicher Konzentrationen wurden aus 8 M Stammlösungen 

und den homologen Puffern ohne Denaturierungsmittel durch Mischen hergestellt. Beide Ausgangs­

puffer waren auf den gewünschten pH-Wert der Ziellösung eingestellt. Der pH-Wert des resultierenden 

Puffers wurde nicht erneut überprüft oder korrigiert.

LB  -  Medium:  10 g/l Trypton, 5 g/l Hefeextrakt, 10 g/l NaCl

mit NaOH auf pH 7.0 eingestellt und autoklaviert;

für LB-Agar-Platten enthielt das LB-Medium zusätzlich 

2 % (w/v) Agar-Agar

TAE  -  Puffer:  40 mM Tris/Acetat, pH 8.0, 1 mM EDTA

6x     DNA  -  Ladepuffer:  0.25 % (w/v) Bromphenolblau, 0.25 % Xylencyanol, 

15 % Ficoll Typ 400, 20 mM EDTA

TEC  -  Puffer:  40 mM Tris/HCl, pH 8.0, 2 mM EDTA

Puffer     A:  20 mM NaP, pH 7.4, 0.5 M NaCl, 30 mM Imidazol

Puffer     B:  20 mM NaP, pH 7.4, 0.5 M NaCl, 300 mM Imidazol

4x     SDS-Trenngelpuffer:  1.5 M Tris/HCl, pH 8.8, 0.8 % SDS

2x     SDS-Sammelpuffer:  0.25 M Tris/HCl, pH 6.8, 0.4 % SDS

SDS  -  Laufpuffer:  0.25 M Tris/HCl, pH 8.8, 1.92 M Glycin, 1 % SDS

SDS  -  Ladepuffer:  163 mM Tris/HCl, pH 6.8, 5 % SDS, 250 mg/ml 

Glycerin, 0.25 mg/ml Bromphenolblau 

Coomassie-Färbelösung: 25 % Isopropanol, 10 % Essigsäure, 0.025 %-0.05 % 

Coomassie blue R (PhastGel Blue R)

Entfärber: 10 % Essigsäure

Fix     1:  30 % EtOH, 10 % Essigsäure

Fix     2:  0.4 M Natriumacetat, 0.5 % Essigsäure, 30 % 

Ethanol; vor Gebrauch wurden 2 ml 25 % 

Glutaraldehyd und 100 mg Na2S2O3 in 100 ml Fix 2 

zugesetzt
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Silber-Färbelösung: 0.5 ml 29 % AgNO3 und 25 µl 37 % Formaldehyd in 

100 ml H2O

Entwickler: 5 g Na2CO3 und 80 µl Formaldehyd in 200 ml H2O

Stop  -  Lösung:   50 mM EDTA, pH 8.0

Nativpuffer: 50 mM NaP, pH 5.7-8.0, 1 mM EDTA, 1 mM DTE;

DTE wurde direkt vor Gebrauch aus einer 

Stammlösung zugegeben

Harnstoffpuffer: 8 M Harnstoff, 50 mM NaP, 1 mM EDTA; 

mit 37 % HCl auf pH 7.0 eingestellt, bei -20 °C 

gelagert

GdmHCl-Puffer: 8 M Guanidiniumhydrochlorid, 50 mM NaP, 1 mM 

EDTA; mit NaOH auf pH 5.7-8.0 eingestellt

saurer Harnstoff: 6.5 M Harnstoff; 

mit 50-65 mM H3PO4 auf pH 2.9-3.0 eingestellt und 

bei -20 °C gelagert

Rückfaltungspuffer: 50 mM NaP, pH 7.0, 1 mM EDTA, 1 mM DTE;

DTE wurde direkt vor Gebrauch aus einer 

Stammlösung zugegeben

2     %     SDS  -  Entfaltungspuffer:  50 mM NaP, pH 7.0, 2 % (w/v) SDS, 177.65 mM 

b-Mercaptoethanol

HEPES  -  Puffer:  10 mM HEPES, pH 7.0

Kristallisationspuffer: 0.1 M Na2HPO4, 1.5 M (NH4)2SO4;

mit 50 % NaOH auf pH 10.0 eingestellt

Reservoir  -  Puffer:  0.1 M Na2HPO4, 1.0 M (NH4)2SO4; 

mit 50 % NaOH auf pH 10.0 eingestellt

Kryopuffer: 0.1 M Na2HPO4, 1.0 M (NH4)2SO4, 20 % Glycerol;

mit 50 % NaOH auf pH 10.0 eingestellt

Stammlösungen:

dNTP  -  Mix:  25 mM von jedem dNTP; bei -20 °C gelagert

Ampicillin  -  Stammlösung:  100 mg/ml Ampicilin in H2O; 

sterilisiert und bei -20 °C gelagert

IPTG  -  Stammlösung:  1 M IPTG in H2O; sterilisiert und bei -20 °C gelagert

EDTA  -  Lösung:  0.5 M EDTA; mit 50 % NaOH auf pH 8.0 eingestellt

APS  -  Stammlösung:   10 % Ammoniumperoxydisulfat in H2O

DTE  -  Stammlösung:  0.5 M DTE in H2O
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2.1.8 Bakterienstämme

E. coli XL1-Blue: Stratagene (La Jolla, USA), (Bullock et al., 1987); 

Genotyp: recA1 endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 supE44 

relA1 lac [F´ proAB lacIqZΔM15 Tn10 (Tetr)]

E. coli JM83: (Yanisch-Perron et al., 1985); 

Genotyp: F- ara Δ(lac-proAB) rpsL (Strr)[φ80 

dlacΔ(lacZ)M15] thi 

E. coli BL21 (DE3): Novagen (über Merck, Darmstadt), 

(Dubendorff & Studier, 1991b),

(Dubendorff & Studier, 1991a); 

Genotyp: F-  ompT hsdSB (rB-mB-)  gal dcm (DE3 =  

ein λ  Prophage,  der  das  T7  RNA-Polymerasegen  

trägt)

2.1.9 Plasmidvektoren

In dieser Arbeit wurden Valine an sieben Positionen in einem hydrophoben Stapel der b-Helix Domä­

ne des Tailspikeproteins gegen Alanine und Leucine substituiert. Die für die Mutagenese verwendeten 

Ausgangsplasmide (Tabelle 2.1) wurden von Miller hergestellt (Miller, 1995). Sie beruhten ursprünglich 

auf dem Expressionsvektor pASK31, der u.a. das  b-Lactamase Gen (bla) trägt  (Skerra, 1989). Die 

Expression  des  integrierten  Tailspikegens  wurde  durch  einen  IPTG-induzierbaren  lacUV5- 

Promotor/Operator kontrolliert. 

Tabelle 2.1: Eigenschaften der für die Mutagenese verwendeten Plasmide.

* (Miller, 1995)

Die  durch  QuickChange  Mutagenese  hergestellten  Plasmidvektoren  (siehe  Tabelle 2.2)  wurden 

gemäß des zu expremierenden Genprodukts bezeichnet; z. B. p125ABHX. Hierbei steht 125 für die 

Position in der Aminosäuresequenz, A für die eingeführte Aminosäure Alanin und BHX bezeichnet das 

Protein, hier die isolierte b-Helix Domäne.
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Produkt Nomenklatur in Miller, 1995*

5.67

pTSF1 5.36 pTSF1

5.36 pTSF14

Plasmid Größe in kb

pTSP
TSP Wildtyp
T1-L666 pTSP
TSPDN
M-D109-L666

pBHX
isolierte BHX
M-D-109-G544-H6



2. Experimenteller Teil

2.1.10 Oligonukleotid-Primer

PAGE-gereinigte Mutageneseprimer wurden von Sigma-Aldrich (Steinheim) bezogen. Das Lyophylisat 

wurde in sterilem Wasser gelöst,  auf  10 µM eingestellt  und bei  -40 °C gelagert.  Sequenzierprimer 

wurden von der Firma AGOWA GmbH (Berlin) erzeugt. Die für diese Arbeit verwendeten Mutagenese- 

und Sequenzierprimer sind in den Tabellen 2.2 sowie 2.3 zusammengefasst.

Tabelle 2.2: Mutageneseprimer und hergestellte Plasmidvektoren. Ausgetauschte Nuktleotide, die eine Punkt­

mutation erzeugen, sind klein, fett und rot gedruckt. Nukleotide, die eine stille Mutation zur Restriktionsanalyse einfügen, sind 

klein und fett gedruckt.
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Primer Sequenz Enzym Plasmide

prV125Af or p125ATSP

prV125Arev p125AdN

p125ABHX

prV272Af or p272AdN

prV272Arev p272ABHX

prV321Af or p321AdN

prV321Arev p321ABHX

prV349Af or p349AdN

prV349Arev p349ABHX

prV450Af or p450AdN

prV450Arev p450ABHX

prV498Af or p498AdN

prV498Arev p498ABHX

prV523Af or p523AdN

prV523Arev p523ABHX

prV125Lf or p125LTSP

prV125Lrev p125LdN

p125LBHX

prV272Lf or p272LdN

prV272Lrev p272LBHX

prV321Lf or p321LdN

prV321Lrev p321LBHX

prV349Lf or p349LdN

prV349Lrev p349LBHX

prV450Lf or p450LdN

prV450Lrev p450LBHX

prV498Lf or p498LdN

prV498Lrev p498LBHX

prV523Lf or p523LdN

prV523Lrev p523LBHX

5'-CTGATAAAAAATTTAAGTATTCAGcgAAgcTtTCAGATTATCCAACATTGCAGGATGCAG-3' Hind III

5'-CTGCATCCTGCAATGTTGGATAATCTGAaAgcTTcgCTGAATACTTAAATTTTTTATCAG-3'

5'-GGGTCGAAGcgCATCGGGCTAGCGGatTAATGGCTGG-3' Ase I

5'-CCAGCCATTAatCCGCTAGCCCGATGcgCTTCGACCC-3'
5'-GGGGGAAGGGTAACTATGcgATcGGCGGACGAACC-3' Pv u I

5'-GGTTCGTCCGCCgATcgCATAGTTACCCTTCCCCC-3'
5'-GGCTTTGAACGTGATGGTGGAGcgATcGGGTTTACTTCATATCG-3' Pv u I

5'-CGATATGAAGTAAACCCgATcgCTCCACCATCACGTTCAAAGCC-3'
5'-GGTAAGGGCATGTAcGcGTCTAATATTACCGTAGAAGATTGCG-3' Mlu I

5'-CGCAATCTTCTACGGTAATATTAGACgCgTACATGCCCTTACC-3'
5'-GGGGCTTGCCGTGcGAAtGGgcTcCGTTTAATTGGGATCCGC-3' Ban II

5'-GCGGATCCCAATTAAACGgAgcCCaTTCgCACGGCAAGCCCC-3'
5'-CAGAGTCTAACCATAGACGCCCCTAACagTACtGcgAGCGGTATAACC-3' Sca I

5'-GGTTATACCGCTcgCaGTActGTTAGGGGCGTCTATGGTTAGACTCTG-3'
5'-CTGATAAAAAATTTAAGTATTCAcTgAAgcTtTCAGATTATCCAACATTGCAGGATGCAGCATCTG-3' Hind III

5'-CAGATGCTGCATCCTGCAATGTTGGATAATCTGAaAgcTTcAgTGAATACTTAAATTTTTTATCAG-3'

5'-CGTTAGAAATacGtGAATGTATAGGGGTCGAAcTgCATCGGGC-3' BsaA I

5'-GCCCGATGcAgTTCGACCCCTATACATTCaCgtATTTCTAACG-3'
5'-GGGAAGGGTAACTATcTgATTGGCGGACGcACgAGCTATGGG-3' BssS I

5'-CCCATAGCTcGTgCGTCCGCCAATcAgATAGTTACCCTTCCC-3'
5'-CGTGATGGTGGccTgATTGGcTTTACTTCATATCGCGCTGGGG-3' Bgl I

5'-CCCCAGCGCGATATGAAGTAAAgCCAATcAggCCACCATCACG-3'
5'-GGGCATGTATcTGTCcAATATTACCGTgGAAGATTGCGC-3' Xcm I

5'-GCGCAATCTTCcACGGTAATATTgGACAgATACATGCCC-3'
5'-CTGGGGCTTGCCGgcTGAACGGTTTACG-3' Nae I

5'-CGTAAACCGTTCAgcCGGCAAGCCCCAG-3'
5'-GGCAGAGTCTAACCATAGACGCCCCTAACagTACtcTgAGCGGTATAACC-3' Sca I

5'-GGTTATACCGCTcAgaGTActGTTAGGGGCGTCTATGGTTAGACTCTGCC-3'
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Tabelle 2.3: Auflistung der verwendeten Sequenzierprimer.

2.2. Molekularbiologische Methoden

Alle molekularbiologischen Arbeiten wurden mit sterilen Geräten und Lösungen bei Raumtemperatur 

durchgeführt.

2.2.1 Kultivieren von Bakterien

Wenn nicht anders angegeben, erfolgte die Anzucht von  E. coli Stämmen bei 37 °C in LB-Medium. 

Alle verwendeten Plasmide beruhten auf dem Expressionsvektor pASK31 und trugen das b-Lactama­

se Gen (bla),  (Skerra, 1989). Bei Bedarf wurden 100 µg/ml Ampicillin den Medien und Platten zuge­

setzt, somit konnten plasmidtragende Zellen auf Ampicillin-Resistenz selektiert werden. Vorkulturen 

wurden mit einer E. coli Kolonie von LB-Agar-Platten angeimpft und bei 37 °C üN geschüttelt. Haupt­

kulturen wurden im Verhältnis 1:100 angeimpft. 

2.2.2 Ortsgerichtete Mutagenese

Die ortsgerichtete Mutagenese wurde nach dem QuickChange Verfahren von Stratagene mit doppel­

strängiger Plasmid-DNA als  template durchgeführt.  Ausgehend von zwei komplementären Oligonu­

kleotid-Primern (Tabelle 2.2)  wurde das gesamte Plasmid amplifiziert.  Durch die Primer wurde die 

gewünschte  Mutation und eine zusätzliche Restriktionsschnittstelle  in  das Plasmid eingeführt.  Die 

Ansätze für die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) enthielten folgende Komponenten:

Pfu Reaktionspuffer (10x) 2.5 µl

DNA-template 30 ng

dNTP-Mix (100 mM) 0.25 µl

forward Primer (10 µM) ~125 ng

reverse Primer (10 µM) ~125 ng

H2O ad 25 µl

Pfu DNA-Polymerase (2.5 U/µl) 0.5 µl
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Primer Sequenz

838-446-P1 f or

838-446-P2 f or

838-446-B1 rev

838-446-T1 rev  

B3-446-F1 f or

B3-446-R1 rev

5'-ACACTTTATGCTTCCGGCTC-3'

5'-GAGGGTGTCACTTCTGCAAG-3'

5'-TGCTCCGCTATCTAATGTCT-3'

5'-GTGGGGATCCGTGACGCAG-3'

5'-ATGGAAAGCACTACAACACC-3'

5'-TCCGCCAAAATCAACTGTC-3'
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Die Amplifizierung erfolgte unter den Bedingungen:

Initiale Denaturierung: 5 min 95 °C 

16 Zyklen

Denaturierung: 30 sek 95 °C

Anlagerung: 1 min 55 °C

Elongation: 6 min 68 °C (1 min/kb Plasmid)

finale Elongation: 10 min 68 °C

Anschließend wurden die PCR-Ansätze mit 0.5 µl Dpn I (10 U/µl) versetzt und 1 h bei 37 °C inkubiert, 

um die mehtylierte template-DNA zu verdauen. 1-5 µl der Ansätze wurden in E. coli XL1blue transfor­

miert und auf LB(Amp)-Platten ausplattiert.

2.2.3 Transformation von E. coli Zellen mit Plasmid-DNA

Kompetente E. coli Stämme wurden nach der Methode von Hanahan hergestellt (Hanahan, 1983). Für 

die Transformation wurden 50 µl Zellen mit 1 µl Plasmid-DNA für 30 min auf Eis inkubiert. Ein Hitze­

schock erfolgte für 45 Sekunden bei 42 °C. Anschließend wurden die Zellen für 2 min auf Eis gekühlt, 

dann direkt auf LB(Amp)-Platten ausplattiert und üN bei 37 °C inkubiert.

2.2.4 Reinigung von Plasmid-DNA

Zur Reinigung von Plasmid-DNA aus E. coli XL1blue Zellen wurden entweder Spin Miniprep Kits von 

Sigma, Qiagen oder Peqlab nach Anleitung der Hersteller oder das Protokoll nach Sambrook et al. 

verwendet (Sambrook et al., 1989). Hierzu wurden Zellen einer stationären 2 ml üN-Kultur durch alka­

lische Lyse aufgeschlossen (Birnboim & Doly, 1979). Plasmid-DNA wurde mit Ispropanol bei RT gefällt 

und in  50 µl  H2O aufgenommen.  Durch  Zugabe von RNaseA und Inkubation bei  37 °C für  5 min 

wurden  Verunreinigungen  durch  E. coli  RNA entfernt.  Die  nach  diesem Protokoll  erhaltene  Plas­

mid-DNA wurde für analytische Verdaue mit Restiktionsendonuleasen verwendet. Die mit Spin Mini­

prep  Kits  gereinigte  DNA wurde  für  alle  anderen  molekularbiologischen  Arbeiten  eingesetzt.  Die 

Ausbeuten der Kits betrugen üblicherweise circa 5 µg bis 10 µg dsDNA pro ml Kultur. Plasmid-DNA 

wurde bei -20 °C gelagert.

2.2.5 Verdau mit Restriktionsendonukleasen

Für Restriktionsanalysen von Plasmid-DNA mit Endonukleasen wurden Reaktionsansätze mit einem 

Volumen von 20 µl hergestellt  und für 2.5 h bei 37 °C inkubiert. Die Ansätze enthielten 10 µl Plas­

mid-DNA, 1 µl der entsprechenden Endonuklease (4-20 U/µl), 2 µl des vom Hersteller mitgelieferten 

10fach-Reaktionspuffers, gegebenenfalls 2 µl einer 10fachen BSA-Lösung und H2O. Zur Analyse der 

Fragmente wurden nach Verdau 5 µl des Ansatzes mit 1 µl 6x DNA-Auftragspuffer versetzt und mittels 

Agarose-Gelelektrophorese getrennt. 
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2.2.6 Agarose-Gelelektrophorese

Zur Auftrennung von DNA wurden 1 %ige (w/v) Agarosegele verwendet. Hierzu wurde Agarose im 

Laufpuffer  (TAE-Puffer)  geschmolzen.  Nach  kurzem  Abkühlen  wurde  die  Lösung  mit  einem 

1/10000 Volumen einer 10 mg/ml Ethidiumbromidlösung versetzt und in 6.5 x 9 cm oder 10 x 10 cm 

große Kammern gegossen. 1 µl einer Miniprep wurden mit 4 µl Wasser und 1 µl 6x DNA-Auftragspuf­

fer  versetzt  und  aufgetragen.  6.5 x 9 cm  Gele  liefen  bei  einer  konstanten  Spannung  von  80 V, 

10 x 10 cm Gele bei 100 V.

2.2.7 Sequenzierung von Plasmiden

Die Plasmid-DNA aller hergestellten Mutanten wurde im Bereich des gesamten Tailspikegens durch 

die Firma AGOWA GmbH (Berlin) sequenziert. Die verwendeten Sequenzierprimer sind in Tabelle 2.3 

aufgelistet.  Für  Plasmide  auf  pTSF1  und  pBHX  Basis  wurden  die  vier  Primer  838-446-P1, 

838-446-P2,  838-446-B1  und  838-446-T1  verwendet.  Für  Plasmide  auf  pTSP1  Basis  zudem 

B3-446-F1 und B3-446-R1. Chromatogramme und Sequenzen wurden mit den Programmen BioEdit 

und GCG ausgewertet.

2.3. Proteinbiochemische Methoden

2.3.1 Überexpression rekombinanter Proteine in E.coli

Rekombinante Proteine wurden in E.coli JM83 oder BL21 (DE3) Zellen überexpremiert. Dazu wurde 

1 l LB(Amp)-Medium im Verhältnis 1:100 mit einer üN-Kultur des plasmidtragenden E. coli Stammes 

angeimpft  und  unter  Schütteln  in  Schikanekolben  bei  maximal  37 °C  bis  zu  einer  Zelldichte  von 

OD600nm = 0.8-1.0 kultiviert. Anschließend wurde die Kultur auf die geeignete Expressionstemperatur 

gebracht. Diese betrug für TSP- und TSPDN-Konstrukte 30 °C. Wildtyp und Mutanten der isolierten 

b-Helix wurden bei 25 °C oder bei Raumtemperatur expremiert. Die Proteinbiosynthese des rekombi­

nanten Zielproteins wurde durch Zugabe von IPTG auf eine Endkonzentration von 1 mM induziert. 

Nach Inkubation üN wurden die Zellen durch Zentrifugation bei 5000 rpm geerntet. Das LB-Medium 

wurde verworfen und das Pellet bei -20 °C gelagert.

2.3.2 Zellaufschluss

Zellen wurden auf Eis aufgetaut und in 20 ml kaltem TEC-Puffer mit frisch zugesetztem Proteaseinhi­

bitor Pefabloc SC PLUS (Endkonzentration 0.5 mg/ml) resuspendiert. Die Lyse erfolgte durch zweima­

ligen Hochdruckaufschluss in einer French-Press 40K Zelle bei maximal 18000 psi. Durch Zentrifugati­

on bei 18000 rpm und 4 °C für 45 min wurden Zelltrümmer pelletiert.  Im klaren Überstand befanden 

sich die löslichen Zellproteine. 
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2.3.3 Proteinreinigung

Alle  Chromatographieschritte  wurden mit  filtrierten und entgasten Puffern  durchgeführt.  Die  Reini­

gungsschritte wurden mittels SDS-PAGE und Coomassie- oder Silberfärbung verfolgt.

Reinigung von TSP und TSPDN

Alle TSP- und TSPDN-Konstrukte konnten mit dem von Miller etablierten Verfahren gereinigt werden 

(Miller,  1995).  Der  Überstand  des  Zelllysates  wurde  auf  35 % Ammoniumsulfat  eingestellt.  Durch 

einstündiges Rühren bei 4 °C und Zentrifugation bei 18000 rpm und 4 °C für 45 min konnte das Tail­

spikeprotein gefällt und im Pellet angereichert werden. Anschließend wurde das Pellet in 10 ml TEC 

gelöst,  üN  gegen  2 x 4 l  TEC dialysiert  und  auf  einen  DE52  Anionenaustauscher  geladen.  Nach 

Waschen bis zur Basislinie des Pufferwertes (Messung der Absorption bei 280 nm) erfolgte die Elution 

über einen linearen NaCl-Gradienten von 0-200 mM NaCl in TEC. Gipfelfraktionen wurden vereinigt, 

auf 0.2 M (NH4)2SO4 eingestellt und auf eine Phenylsepharose FF Säule aufgetragen. Tailspikeprotein 

eluierte am Ende des linearen Gradienten von 0.2 M bis 0 M Ammoniumsulfat. Als letzter Reinigungs­

schritt wurde eine Gelfiltration mit HiLoad Superdex 200 26/60 mit 200 mM NaCl in TEC durchgeführt. 

Tailspike  enthaltende  Fraktionen  wurden  vereinigt,  durch  Ultrafiltration  konzentriert  und  mit  40 % 

Ammoniumsulfat gefällt. Die Präzipitate wurden bei 4 °C gelagert. 

Reinigung der isolierten b-Helix Domäne

Die  isolierte  b-Helix  Domäne  (D109-G544-H6)  wurde  mittels  Affinitätschromatographie  über  einen 

Hexahistidyl-Tag gereinigt.  Da das Protein zur Bildung von Aggregaten tendierte, wurden alle Reini­

gungsschritte vorsichtig aber zügig und bei 4 °C durchgeführt.  Zudem wurde das  von Miller et  al. 

publizierte Reinigungsprotokoll geringfügig verändert  (Miller et al., 1998a). Der klare Überstand des 

Zellextrakts wurde mit 35 % Ammoniumsulfat versetzt, 1 h auf Eis gerührt und anschließend 45 min 

bei 4 °C und 18000 rpm zentrifugiert. Das gefällte Protein wurde in 10 ml Puffer A gelöst, erneut zentri­

fugiert und über einen Superloop auf eine mit Puffer A äquillibrierte 5 ml HisTrap HP Säule geladen. 

Die isolierte b-Helix Domäne band über den C-terminalen Hexahistidyl-Tag an die Nickel-Sepharose. 

Nicht oder unspezifisch gebundene Proteine wurden durch Waschen bis zur Basislinie der Pufferab­

sorption bei 280 nm mit 10 Säulenvolumen Puffer A entfernt. Die Elution des gebundenen Proteins 

erfolgte  über  einen  zweistufigen  Gradienten  nach  300 mM  Imidazol  (Puffer B):  1.  Stufe:  0-40 % 

Puffer B in 6 SV, 2. Stufe: 40-100 % B in 5 SV. Um eine Komplexbildung der Hexahistidyl-Tags mit 

zweiwertigen  Ionen  und  somit  eine  mögliche  Aggregation  der  Proteine  zu  vermeiden,  wurden 

Peakfraktionen mit EDTA (Endkonzentration 10 mM) versetzt. BHX-haltige Fraktionen wurden verei­

nigt, durch einen Spritzenfilter filtriert und für kurze Zeit bei 4 °C gelagert. 

2.3.4 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)

Diskontinuierliche SDS-PAGE wurde nach King und Lämmli durchgeführt (King & Laemmli, 1971). Als 

Laufpuffer wurde das Puffersystem nach Fling und Gregerson verwendet (Fling & Gregerson, 1986). 
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Wenn nicht anders angegeben, enthielten Sammelgele 5 % (w/v) Acrylamid und Trenngele 10 % (w/v) 

Acrylamid. Zur Analyse wurden die Proben mit 1/3 Volumen SDS-Ladepuffer versetzt und gegebenen­

falls 5 min bei 100 °C denaturiert. Große Gele (16 x 20 x 0.15 cm) wurden gekühlt und mit einer Span­

nung von 125 V im Sammelgel und 250-300 V im Trenngel verwendet, kleine Gele (10 x 8 x 0.075 cm) 

mit jeweils 90 V und 150 V. 

Coomassie-Färbung

Die Färbung von SDS-Gelen mit Coomassie wurde mit einem veränderten Protokoll nach Fairbanks et 

al. (Fairbanks et al., 1971) durchgeführt. Gele wurden für mindestens 30 Minuten in Färbelösung inku­

biert  und im Anschluss in 10 % Essigsäure entfärbt.  Die Nachweisgrenze der Coomassie-Färbung 

liegt bei etwa 200-400 ng/0.5 cm Bande.

Silberfärbung

Die Silberfärbung ist mit einer Nachweisgrenze von 5-300 ng/0.5 cm Bande deutlich sensitiver als die 

Coomassie-Färbung. Die Färbung erfolgte im Wesentlichen nach dem Protokoll von Heukeshoven & 

Dernick (Heukeshoven & Dernick, 1988). Die Gele wurden zunächst für 15 min in Fix 1 inkubiert und 

dann für 30 min in frisch hergestellter Fix 2-Lösung. Nach dreimaligem Waschen mit Wasser für 5 min 

wurden Gele 30 min in Silber-Färbelösung gegeben. Die Entwicklung erfolgte nach kurzem Waschen 

mit 5 g Natriumcarbonat, 80 µl Formaldehyd in 200 ml H2O. Die Reaktion wurde in einer Stop-Lösung 

von 50 mM EDTA, pH 8.0 gestoppt. 

Densitometrische Analyse von SDS-Polyacrylamidgelen

Gele wurden mit dem Durchlichtscanner ImageScanner III von GE Healthcare und der Sofware LabS­

can aufgenommen. Für Silber- und Coomassie-gefärbte Gele wurde einheitlich ein grüner Farbfilter 

verwendet.  Zur  Quantifizierung von Proteinbanden wurde das Programm Gelscan verwendet.  Die 

gemessenen Intensitäten wurden mit der Hintergrundfärbung der Gele korrigiert. Zudem wurden Tail­

spike Trimer- oder Monomerbanden auf einen geeigneten Proteinstandard normiert.

2.4. Biophysikalische Methoden

Proteine wurden vor Verwendung gegen 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 dialysiert, bei Bedarf mit 

Zentrifugalkonzentratoren konzentriert und bei 40000 rpm und 4 °C für 30 min zentrifugiert.

2.4.1 Refraktometrie

Konzentrationen  von  Denaturierungsmittel  in  Pufferlösungen  wurden  refraktometrisch  über  die 

Messung  des  Brechungsindexes  bestimmt.  Die  Harnstoff- und  GdmHCl-Konzentrationen  in  der 

Einheit M ergeben sich aus folgenden Gleichungen (Pace, 1986):
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[Harnstoff] = 117.66(DN)+29.753(DN)2+185.65(DN)3 (Gl. 2.1)

[GdmHCl] = 57.147(DN)+38.68(DN)2-91.60(DN)3 (Gl. 2.2)

DN ist die Differenz der Brechungsindices von Puffern mit und ohne Denaturant.

Spektroskopische Methoden

2.4.2 Absorptionsspektroskopie

Konzentrationen  von  Protein-  und  Nukleinsäurelösungen  wurden  spektralphotometrisch  durch 

Messung der  Absorption bei  280 nm beziehungsweise 260 nm bestimmt.  UV-Spektren wurden im 

Bereich von 240 bis 400 nm bei Raumtemperatur registriert und mit dem jeweiligen Pufferspektrum 

korrigiert. Verunreinigungen der Probe mit Aggregaten wurden durch Lichtstreuung oberhalb 300 nm 

detektiert. Mit einem von Dr. Klaus Gast verfassten Quellprogramm wurde eine Trübungskorrektur der 

Absorption bei 280 nm nach der Gleichung

Akorr=A280−
A320

2.5

A350
1.5 (Gl. 2.3)

durchgeführt.  Die korrigierte Absorption Akorr bei  280 nm wurde zum Bestimmen der Konzentration 

nach Lamber-Beer eingesetzt. In Tabelle 2.4 sind die in dieser Arbeit verwendeten Extinktionskoeffizi­

enten sowie weitere Eigenschaften der Tailspikeproteine zusammengefasst. 

Tabelle 2.4: Strukturelle und biophysikalische Eigenschaften der Tailspike Konstrukte.

*  berechnet  mit  PROTEIN  CALCULATOR  v3.3  (URL:  http://www.scripps.edu/~cdputnam/protcalc.html;  abgerufen  am 

13.9.2009)

Die Konzentration von doppelsträngiger DNA wurde über den Zusammenhang 1 OD260 = 50 µg/ml 

dsDNA bestimmt.
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Protein Reste

Anzahl

TSP 666  (T1-L666) 71857 74390

559  (M-D109-L666) 60175 66710 1.11

BHX 443  (M-D109-G544-H6) 48032 56260 1.17

Molekülmasse molarer Extinktionskoef. spez. Extinktionskoef.

 [kDa]*  Tyr, Trp, Phe 280 nm [M-1cm-1]* 280 nm [ml mg-1cm-1]

7 Trp 

27 Ty r 1.01 (Sauer et al., 1982) 

25 Phe

 7 Trp

TSPD N 21 Ty r 

23 Phe

 6 Trp

17 Ty r 

 19 Phe
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2.4.3 Fluoreszenzspektroskopie

Fluoreszenzmessungen wurden an einem Spex FluoroMax 3 oder Spex FluoroLog Spektrofluorometer 

mit thermostatisiebaren Küvettenhaltern durchgeführt. Für die Messungen wurden entweder Halbmi­

kro-Quarzglasküvetten (Hellma, Typ 109.004F-QS) oder fluoreszenzgeeignete Vollsicht-Küvetten aus 

Polystyrol verwendet. Die Anregung der Tyrosine und Tryptophane erfolgte bei 280 nm. Spaltbreiten 

der  Anregungs-  und  Emissionsmonochromatoren  wurden  entsprechend  der  Lampenintensität  des 

verwendeten Gerätes angepasst. Alle Messungen wurden pufferkorrigiert. 

Spektren  wurden  in  einem  Emissionswellenlängenbereich  von  295-450 nm  registriert.  Der  Mess­

punktabstand war 1 nm.

2.4.4 De- und Renaturierungskinetiken

Kinetiken wurden, wie von Miller beschrieben, bei einer Anregungswellenlänge von 280 nm und einer 

Emissionswellenlänge  von  342 nm  verfolgt  (Miller,  1995).  Die  Proteinlösung  wurde  unter  Rühren 

manuell in die Fluoreszenzküvette verdünnt, sodass die Registrierung des Messsignals etwa 3 bis 8 

Sekunden nach dem Zusammenmischen startete. Die Verzögerungszeit wurde aufgezeichnet und alle 

Kinetiken diesbezüglich korrigiert. Um Photobleichung zu reduzieren, wurde der Messpunktabstand so 

gewählt, dass maximal 100 Messpunkte über den Messzeitraum detektiert wurden. 

Zur  Aufnahme von  Denaturierungskinetiken  wurde  eine  1 mg/ml  Proteinlösung  aus  Nativpuffer  im 

Verhältnis 1:100 in GdmHCl-Puffer oder Harnstoffpuffer verdünnt. TSPDN wt und Mutanten wurden in 

5 M GdmHCl,  50 mM NaP, 1 mM EDTA, 1 mM DTE bei 25 °C in Halbmikroküvetten (Endvolumen 

1000 µl) entfaltet. Entfaltungskinetiken von TSP und TSPDN bei verschiedenen GdmHCl-Konzentratio­

nen und pH-Werten wurden in Plastikvollküvetten (Endvolumen 2500 µl) durchgeführt. Rückfaltungski­

netiken wurden bei 10 °C und 25 °C aufgenommen. Dazu wurde 1 mg/ml TSPDN für mindestens 1 h 

bei  25 °C in  5 M saurem Harnstoff  entfaltet.  Die  Rückfaltung erfolgte  durch  Verdünnen von 10 µl 

entfaltetem Protein in 990 µl Rückfaltungspuffer.

Die isolierte  b-Helix Domäne wurde in 5 M Harnstoff,  1 mM EDTA, 50 mM NaP, pH 7.0 bei 10 °C 

entfaltet.  Ihre  Rückfaltung  wurde  in  50 mM NaP,  1 mM EDTA,  pH 7.0  und  zudem unter  Zugabe 

verschiedener EDTA und DTE-Konzentrationen untersucht.

Auswertung der Fluoreszenzkinetiken

Entfaltungskinetiken  wurden  auf  die  Fluoreszenz  einer  Nativkontrolle  normiert.  Dafür  wurden  drei 

unabhängige Spektren der  nativ  gefalteten Proteinprobe registriert,  ihr  Mittelwert  gebildet  und die 

Fluoreszenz bei 342 nm als Nativkontrolle (= 100 % nativ) gesetzt. Der Endwert der Entfaltungskinetik 

(= 0 % nativ) wurde durch nicht-lineare Regression bestimmt (siehe 2.6.1). Bei Rückfaltungskinetiken 

wurde analog auf die Fluoreszenz einer Denaturiertkontrolle normiert. 
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2.4.5 Gleichgewichtsübergänge

Die Stabilität  der  isolierten  b-Helix  Domäne wurde mit  Harnstoff-induzierten Faltungs- und Entfal­

tungsübergängen analysiert.  1 mg/ml Protein wurde entweder in 5 M Harnstoff, 50 mM NaP, 1 mM 

EDTA, pH 7.0 bei 25 °C 1 h entfaltet oder in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 auf Eis inkubiert. 10 µl 

der jeweiligen Stammlösung wurden mit einer Multipette plus in Protein LoBind Tubes von Eppendorf 

auf  Eis  vorgelegt.  Die  Rück- bzw.  Entfaltung  wurde  durch  Schwallen  mit  990 µl  Harnstoffpuffer 

verschiedener Molaritäten induziert. Die Reaktionsgefäße wurden verschlossen und kurz anzentrifu­

giert.  Die Gleichgewichtseinstellung erfolgte bei  10 °C im Wasserbad für 1 h. Fluoreszenzspektren 

wurden bei 10 °C in Halbmikroküvetten aus Quarzglas (Hellma, Typ 104F-QS) detektiert. Anregungs­

wellenlänge war 280 nm, die Emission wurde zwischen 295-450 nm aufgenommen. 

SDS-PAGE Analysen zum Nachweis des SDS-resistenten Trimers

2.4.6 Temperaturabhängigkeit der Faltung in vivo

In vivo Faltungsausbeuten wurden temperaturabhängig im Bereich von 27 °C bis 42 °C untersucht. 

Hierzu wurde TSPDN in E.coli JM83 Zellen expremiert und die Ausbeute an Trimer im Zelllysat mittels 

SDS-PAGE quantifiziert. Alle TSPDN Mutanten und der Wildtyp wurden zur Vergleichbarkeit simultan 

bei der erforderten Expressionstemperatur getestet. Zum Bestimmen des Hintergrundlevels der zellu­

lären Proteinexpression wurde eine nicht-induzierte Kontrolle und zudem JM83 Zellen ohne Plasmid 

mitgeführt. 100 ml LB(Amp)-Medium wurde im Verhältnis 1:100 mit einer stationären üN-Kultur ange­

impft und bis zu einer Zelldichte von OD600nm = 0.8-1.0 kultiviert. Die Expression von TSPDN wurde 

durch Zugabe von IPTG auf eine Endkonzentration von 1 mM induziert. Expressionskulturen bei einer 

Temperatur von 27 °C wurden nach 16.5 h, bei 32 °C nach 6.5 h und bei 37 °C bis 42 °C nach 4.5 h 

geerntet. Dazu wurde eine definierte Zellmenge von 2.4 x 1011  Zellen (1 ml 1 OD600 = 2 x 109 Zellen, 

entnommen und durch Zentrifugation bei 5000 rpm und 4 °C für 15 min pelletiert (Studier, 2005). Das 

Zellpellet wurde in 2 ml TEC gelöst und anschließend durch zweimaligen French-press Aufschluss mit 

einer 20K Minizelle bei etwa 17000 psi lysiert. Das Lysat wurde geteilt und entweder direkt für die 

SDS-PAGE eingesetzt oder für 1h bei 13000 rpm und 4 °C zentrifugiert. Nach Zentrifugation wurde 

der Überstand entnommen, das Pellet gewaschen und in 1 ml TEC gelöst. 3 µl der mit SDS-Ladepuf­

fer versetzten Proben wurden auf kleinen 10 %igen Gelen getrennt; dies entspricht etwa 2.16 x 108 

Zellen pro Tasche.

2.4.7 Temperaturabhängigkeit der Rückfaltung in vitro

In vitro Faltungsausbeuten wurden nach der von Danner und Seckler entwickelten Methode mit gerei­

nigtem Tailspike zwischen 10 °C und 45 °C untersucht (Danner & Seckler, 1993). 1 mg/ml TSPDN in 

Nativpuffer wurde für mindestens 1 h bei 25 °C in 5 M saurem Harnstoff entfaltet. Zur Renaturierung 

wurden mit 5 % Tween 20 behandelte Protein LoBind Tubes von Eppendorf verwendet. Das entfaltete 
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Protein wurde im Verhältnis 1:100 in 500 µl temperierten Rückfaltungspuffer verdünnt, die Proteinend­

konzentration im Ansatz betrug somit 10 µg/ml. Nach Inkubation für 72 h wurde die Reaktion gestoppt, 

indem 100 µl des Rückfaltungsansatzes in 66 µl SDS-Ladepuffer pipettiert wurden.  10 µl Probe, d.h. 

60 ng pro Tasche, wurde auf 10 x 8 x 0.075 cm SDS-Gelen analysiert. Gele wurden Silber gefärbt und 

Anteile an Monomer und Trimer wurden densitometrisch quantifiziert. Homolog wurde mit einer Nativ­

kontrolle verfahren, die 72 h bei 40 °C temperiert wurde.

2.4.8 Assoziation der Monomere - Hybridisierung mit TSPDN G244R

Untersuchungen zur  Assoziation der Untereinheiten wurden mit  der Ladungsmutante G244R nach 

Danner und Seckler (Danner & Seckler, 1993) bei 10 °C durchgeführt. Tailspikes (G244R und wt oder 

V498A) wurden bei einer Konzentration von 2 mg/ml in 5 M saurem Harnstoff bei 25 °C für >1 h entfal­

tet. Die Rückfaltung der Proteine wurde gleichzeitig durch 100faches Verdünnen in 990 µl temperier­

ten Rückfaltungspuffer initiiert. Nach unterschiedlichen Zeiten wurden jeweils 50 µl der beiden Ansätze 

gemischt und für weitere 72 h bei 10 °C inkubiert. Der Rückfaltungsansatz wurde mit 66 µl SDS-Lade­

puffer versetzt. 15 µl der Probe wurden auf 10 %igen SDS-Gelen getrennt, Silber gefärbt und densito­

metrisch analysiert.

2.4.9 Thermische Denaturierungskinetiken bei 71 °C und 2 % SDS

Die Stabilität des Tailspiketrimers gegenüber Hitze und dem Detergenz SDS wurde nach Danner und 

Seckler mit TSP und TSPDN ermittelt (Danner & Seckler, 1993). Proteine wurden gegen 50 mM NaP, 

pH 7.0 dialysiert, 30 min bei 40000 rpm und 4 °C ultrazentrifugiert und auf 1 mg/ml eingestellt. 40 µl 

Entfaltungsänsätze enthielten 50 µg/ml Protein in 50 mM NaP, pH 7.0, 2 % (w/v) SDS und 177.65 mM 

b-Mercaptoethanol. Die Ansätze wurden bei 71 °C inkubiert und nach verschieden Zeiten wurden die 

Reaktionen in einem Eisbad gestoppt. Zur Vergleichbarkeit wurden alle Mutanten einer Reihe (Alanin- 

oder Leucin-Reihe) und der Wildtyp parallel untersucht. Als Kontrolle diente eine Probe, die nicht bei 

71 °C inkubiert wurde, sondern direkt ins Eisbad gestellt wurde sowie eine Probe, die durch fünfminü­

tiges Inkubieren bei 100 °C vollständig entfaltet wurde. Die Ansätze wurden mit 10 µl SDS-Ladepuffer 

versetzt, auf 10 %igen SDS-Gelen bei TSPDN oder 7.5 %igen SDS-Gelen bei TSP analysiert und mit 

Coomassie gefärbt. Gele wurden fotografiert und mit Gelscan v5.1 ausgewertet.

2.5. Kristallographie und Röntgenstrukturanalyse

Alle  kristallographischen Arbeiten wurden in  Kooperation mit  der Arbeitsgruppe von Prof.  Dr.  Udo 

Heinemann unter Betreuung von Dr. Jürgen Müller am Max-Delbrück-Centrum für Molekulare Medizin 

in Berlin-Buch durchgeführt.
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2.5.1 Kristallographie

Zur Kristallisation wurden frisch gereinigte Proteine gegen HEPES-Puffer dialysiert, mit Zentrifugalkon­

zentratoren  konzentriert  und  bei  40000 rpm und  4 °C  für  30 min  zentrifugiert.  In  Ammoniumsulfat 

präzipitierte Proteine wurden zudem nach Dialyse mit HiLoad Superdex 200 26/60 in HEPES-Puffer 

rechromatographiert.  Die  Konzentration  der  Proteinlösungen  wurde  auf  10 mg/ml  eingestellt.  Der 

TSPDN Wildtyp und die untersuchten N-terminal  verkürzten Mutanten (V125A, V450A, V125L und 

V349L) kristallisierten im hängenden Tropfen innerhalb von ein bis zwei Tagen bei 4 °C unter den von 

Steinbacher etablierten Pufferbedingungen (Steinbacher et al., 1994). 5 µl der Proteinlösung wurden 

mit 3 µl des Kristallisationspuffers vermischt. Das Volumen des Reservoir-Puffers betrug 750 µl. Die 

Kristalle wurden mit Hilfe einer Nylonschlaufe aus dem Kristallisationstropfen in den Kryopuffer trans­

feriert und anschließend in flüssigem Stickstoff schockgefroren.

2.5.2 Aufnahme der Röntgenbeugungsdaten

Die Streuqualität von Kristallen wurde am Messplatz der AG Heinemann in Berlin-Buch überprüft. Voll­

ständige Röntgenbeugungsdaten von hochauflösenden Kristallen wurden dann am Synchrotron-Spei­

cherring BESSY von Dr. Jürgen Müller bei 100 K detektiert. Die Wellenlänge an den beiden Messta­

gen war 0.92018 Å und 0.95373 Å. Alle Proteine kristallisierten in der Raumgruppe P213, d.h. primitiv 

kubisch.  Diffraktionsbilder  wurden  von  Jürgen  Müller  mit  dem  Sofware  Paket  XDS  prozessiert 

(Kabsch, 1993). Jedes Bild deckte einen Drehwinkel des Kristalls im Röntgenstrahl von 0.3 ° ab. Die 

Datensätze der fünf  Proteine hatten eine Auflösung von bis zu 1.5 Å bei  Gesamtvollständigkeiten 

zwischen 68.8 % und 89.3 %.

2.5.3 Strukturmodellbau und Verfeinerung

Strukturmodelle konnten durch molekularen Ersatz mit den Phasen der publizierten Struktur des Wild­

typs (PDB-Code: 1TYV, (Steinbacher et al., 1997b) oder der Mutanten V125L (PDB-Code: 2VFO) oder 

V450A (PDB-Code: 2VFQ) als Startmodelle mit dem Programm Phaser (McCoy et al., 2007) ermittelt 

werden. Wassermoleküle wurden mit ARP_wARP (Perrakis et al., 1997) lokalisiert und visuell mit dem 

Programm O7 (Jones et al., 1991) überprüft. Durch mehrere alternierende Verbesserungsrunden mit 

REFMAC5 (Murshudov et al., 1997) und manuelles Einpassen des Strukturmodells in die Elektronen­

dichte mit O7 konnten die Modelle verfeinert und vervollständigt werden. Die kristallographischen R-

Faktoren Rwork und Rfree lagen zwischen 11.4 % bis 13.5 % bzw. 14.4 % bis 16.4 % für alle ermittelten 

Strukturen.  Molekülstatistiken,  wie  Bindungslängen  und  -winkel,  Wassersoffbrückenbindungen und 

„Ausreißer“  im  Ramachandran-Plot,  wurden  mit  der  PROCHECK Suite  (Laskowski  et  al.,  1993), 

WHAT_CHECK (Hooft et al., 1996b) und dem Rampage-Server (URL: http://mordred.bioc.cam .ac.uk/

~rapper/ rampage.php; abgerufen am 13.9.2009),  (Lovell et al., 2003) validiert. Sekundärstrukturele­

mente wurden mit Promotif zugeordnet und anschließend bearbeitet (Hutchinson & Thornton, 1996). 

Die Strukturkoordinaten sind in der  RCSB Proteindatenbank hinterlegt. Ausführliche Datensatz- und 

Verfeinerungsstatistiken sind in Tabelle A1 im Anhang dieser Arbeit zusammengestellt.
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2.6 Mathematische Auswertung

2.6.1 Reversible Gleichgewichtsübergänge nach Pace und Santoro & Bolen 
(Pace, 1986)

Harnstoff-induzierte Faltungs- und Entfaltungsübergänge der isolierten  b-Helix Domäne können bei 

den in dieser Arbeit verwendeten Bedingungen nach einem Zweizustandsmodell

ausgewertet werden (Miller et al., 1998a). Nur gefaltete und entfaltete Konformationen liegen in signifi­

kanten Konzentrationen vor. kf und ku sind die Geschwindigkeitskontanten der Faltungs- bzw. Entfal­

tungsreaktion; ihre Summe ist die in Kinetiken detektierte apparente Geschwindigkeitskonstante kapp. 

Im Gleichgewicht der Reaktion

k f∗[U ]=k u∗[N ] (Gl. 2.4)

ist die Gleichgewichtskonstante der Entfaltung KU über das Fluoreszenzsignal zugänglich.

KU=
k u

k f
=[U ]
[N ]

=
f u

f n
=
F N−F 
F−FU

(Gl. 2.5)

In Gleichung 2.5 stehen fn und fu für die jeweiligen Anteile von nativen und entfalteten Protein, F ist das 

gemessene Signal, FN und FU sind die theoretischen Fluoreszenzintensitäten, welche im Übergangs­

bereich durch lineare Regression der Vor- bzw. Nachübergangsbasislinie extrapoliert werden können:

FN oder FU=mN oder mU∗[D ]n (Gl. 2.6)

Dabei sind mN und mU die Steigungen der Vor- und Nachübergangsbasislinien, [D] ist die Harnstoff­

konzentration und n der y-Achsenschnittpunkt. Die freie Enthalpie der Entfaltung DGN → U ist nach van`t 

Hoff

GNU =−RT∗ln KU  (Gl. 2.7)

über die Gleichgewichtskonstante gegeben. R, die allgemeine Gaskonstante, ist 8.314 J*mol-1*K-1. Die 

Temperatur T war 283.15 Kelvin. DGN → U ist im Übergangsbereich linear von der Denaturierungsmittel­
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konzentration [D] abhängig. Durch lineare Extrapolation kann somit die Proteinstabilität in Abwesen­

heit von Denaturierungsmittel DG0
N → U über 

GNU =GN U 
0 −m∗[D ] (Gl. 2.8)

berechnet werden. Die Steigung m beschreibt die Kooperativität des Übergangs, die Abhängigkeit der 

freien Enthalpie der Entfaltung von [D]. Am Übergangsmittelpunk c1/2 liegt jeweils die Hälfte der Popu­

lation im nativen und im entfalteten Zustand vor.

c1/2=
GN U 

0

m
(Gl. 2.9)

Mit Hilfe der kombinierten Gleichung 2.9 können aus den bei verschiedenen Harnstoffkonzentrationen 

gemessenen Fluoreszenzintensitäten des Übergangs direkt die Parameter m, DG0, m, FN, FU, mN, mU 

erhoben werden (Santoro & Bolen, 1988).

F=
[FNmN∗[D ]FU∗mU∗[D ]∗e

−
GN U 

0

R∗T


m∗[D]
R∗T


]

[1e
−

GN U 
0

R∗T 
m∗[D]
R∗T 

]

(Gl. 2.10)

2.6.2 Bestimmung von DASA und m(Harnstoff) mit empirischen Gleichungen 
nach Myers (Myers et al., 1995)

Bei kleinen globulären Proteinen besteht eine linearer Zusammenhang zwischen der Kooperativität 

der Entfaltung und der lösungsmittelzugänglichen Proteinoberfläche  (accessible surface area, ASA), 

d.h. der Größe des Proteins. Nach Myers können aus den empirischen Gleichungen

DASA = -907+93*(Anzahl der Reste) (Gl. 2.11)

m(Harnstoff) = 374+0.11*(DASA) (Gl. 2.12)

der m-Wert in cal*mol-1*M-1 und die Änderung von ASA bei Entfaltung in der Einheit  A2 berechnet 

werden.

2.6.3 De- und Renaturierungskinetiken

Denaturierungskinetiken in GdmHCl-Puffer und Renaturierungskinetiken in Nativpuffer wurden durch 

Messung  der  Fluoreszenzemission  detektiert.  Emissionsspektren  des  nativen  (N)  und  entfalteten 

Zustands (U) der Tailspikevarianten unterscheiden sich vor allem durch die etwa dreifache Verringe­

rung der Tryptophanfluoreszenz bei Entfaltung. Diese Eigenschaft diente als Sonde für N und U.
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Die  zeitabhängige  Veränderung  der  Intensität  des  Fluoreszenzsignals  F  kann  entsprechend  der 

Anzahl der kinetischen Spezies mono- oder biexponentiell beschrieben werden:

F t=ab∗e−k∗t (Gl. 2.13)

F t =ab∗e−k 1∗t c∗e−k 2∗t  (Gl. 2.14)

Dabei ist F(t) die Intensität des Fluoreszenzsignals zum Zeitpunkt t, a ist der Endwert der Kinetik, k 

bzw. k1 und k2 sind die apparenten Geschwindigkeitskonstanten und b bzw. c die jeweils zugehörigen 

Amplituden der Signaländerung. Bei Denaturierung des Tailspikeproteins war eine Abnahme des Fluo­

reszenzsignals zu beobachten, bei Faltung ein Anstieg; die Vorzeichen der Exponentialfunktionen sind 

somit positiv bzw. negativ. 

Eine zusätzliche Exponentialfunktion zur Beschreibung der Daten wurde verwendet, wenn ihre Ampli­

tude mindestens 10 % der Gesamtamplitude betrug.

2.6.4 Thermische Denaturierungskinetiken bei 71 °C

Das Trimer des kompletten Tailspikeproteins (1 - 666) denaturiert bei Hitze in Gegenwart von SDS 

über ein transient populiertes trimeres Intermediat mit entfalteter N-terminaler Domäne (Danner & 

Seckler, 1993). Der Verlauf

Trimer T 
k 1 Intermediat I 

k2 Monomer M 

dieser konsekutiven Reaktionen erster Ordnung kann durch zwei Exponentialfunktionen beschrieben 

werden. Durch SDS-Bindung an entfaltete Bereiche der Polypeptidkette wird die Rückreaktion unter­

bunden. Die Verhältnisse der drei Spezies T, I und M im zeitlichen Verlauf der Reaktion wurden global 

mit den folgenden Gleichungen angepasst:

[T ]t=[T ]0∗e−k 1∗t  (Gl. 2.15)

[I ]t=[T ]0∗
k1

k2−k1
∗e−k 1∗t−e−k 2∗t (Gl. 2.16)

[M ]t=[T ]0∗1− 1
k2−k1

∗k 2∗e−k 1∗t −k 1∗e−k 2∗t (Gl. 2.17)

Dabei steht [T]0 für die Ausgansgskonzentration des Trimers zur Reaktionsbeginn und t für die Denatu­

rierungszeit in Minuten. k1 und k2 sind die Geschwindigkeitskonstanten der Exponentialfunktionen.

Deletion der aminoterminalen Domäne (109-666) ermöglicht eine monophasiche Auswertung der ther­

mischen Entfaltungskinetik für das Modell

Trimer T  
k Denat Monomer M 
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Gleichung 2.18 beschreibt den exponentiellen Zeitverlauf der Monomerzunahme. Die Rate der Mono­

merbildung kDenat  kann als  Maß für  die  Proteinstabilität  herangezogen werden  (Schuler  & Seckler, 

1998)

M t=100∗1−e−k Denat∗t  (Gl. 2.18)

2.6.5 Bestimmung von DDG‡

Aus den kinetischen Geschwindigkeitskonstanten können Unterschiede in den Aktivierungsenergien 

zwischen Mutanten und dem Wildtyp  DDG‡ unter Anwendung der Theorie des Übergangszustandes 

(transition state theory) bestimmt werden. Bei monoexponentiellen Reaktionsverläufen sind die kineti­

schen Spezies U und N durch eine Energiebarriere,  mit  dem Übergangszustand  ‡ als  Punkt  der 

höchsten freien Energie, getrennt. Die Energiedifferenz zwischen U und ‡ bzw. N und ‡ ist die Aktivie­

rungsenergie der Faltung  DGF
‡ bzw. der Entfaltung  DGU

‡.  Die  transition state theory setzt die kineti­

schen Geschwindigkeitskonstanten kf oder ku und die Aktivierungsenergie der Faltung bzw. Entfaltung 

in Zusammenhang:

k=k 0∗e
−G‡

RT (Gl. 2.19)

In Gleichung 2.19 ist k0 ein Faktor, der die maximale Geschwindigkeitskonstante in Abwesenheit einer 

Energiebarriere  repräsentiert  (Bieri  &  Kiefhaber,  2000).  Werden  Geschwindigkeitskonstanten  von 

Wildtyp und Mutanten ins Verhältnis gesetzt kann DDG‡ nach 

G‡=−RT∗ln
kMutante

kWildtyp
(Gl. 2.20)

berechnet werden (Guydosh & Fersht, 2005).

2.6.6 Fehlerfortpflanzung

Fehler der DG0
N → U- und DDG‡-Werte wurden nach Regeln auf Basis der Gauß'schen Fehlerfortpflan­

zung ermittelt. Sind bei den Funktionen 

z=xy  oder z=x−y (Gl. 2.21)

x und y mit den jeweiligen Fehlern Dx und Dy behaftet, ist der Gesamtfehler Dz durch
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z= x2y 2 (Gl. 2.22)

gegeben. Bei der Bildung von Produkten oder Quotienten

z=x∗y  oder z= x
y (Gl. 2.23)

gilt

z=[ x
x

∗z 
2

y
y

∗z 
2

] (Gl. 2.24)

Wird ein Wert x, der mit dem Fehler Dx behaftet ist, logarithmiert

y=lnx (Gl. 2.25)

ist der Fehler 

y= 1
x
∗ x (Gl. 2.26)
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3. Ergebnisse

Der folgende Ergebnisteil ist in vier Kapitel gegliedert. Im ersten Kapitel ist der Einfluss der Punktmu­

tationen auf die isolierte, monomere b-Helix Domäne (BHX, 109-544) charakterisiert. Die anschließen­

den drei Kapitel befassen sich mit der Bedeutung der Seitenkettenstapelung im Hinblick auf Faltung, 

Stabilität und Struktur des Tailspiketrimers. Wenn nicht explizit hervorgehoben, wurden die Untersu­

chungen des Trimers am N-terminal verkürzten Konstrukt TSPDN (109-666) durchgeführt.

3.1. Einfluss der Seitenkettenstapelung auf die isolierte, 
monomere b-Helix Domäne

Die isolierte b-Helix Domäne ist geeignet, durch Punktmutationen induzierte Unterschiede in der ther­

modynamischen  Stabilität  des  Tailspikeproteins  zu  quantifizieren  (Schuler  &  Seckler,  1998).  Die 

Domäne entfaltet unter geeigneten Bedingungen reversibel und liegt bei geringen Proteinkonzentratio­

nen (<1 µM) als Monomer vor  (Miller et al.,  1998a). Diese Attribute ermöglichen die Messung von 

Harnstoff-induzierten Faltungs- und Entfaltungsgleichgewichtsübergängen und auf  diese Weise die 

Bestimmung der freien Enthalpie der Faltung DG0
U → N bzw. der Entfaltung DG0

N → U. 

In diesem Kapitel wird die Reinigung, strukturelle Charakterisierung und Bestimmung der konformatio­

nellen Stabilität  DG0  der b-Helix-Konstrukte beschrieben. Am Ende des Kapitels wird das Aggregati­

onsverhalten von drei destabilisierten Mutanten V272A, V321A und V349A beobachtet.

3.1.1 Expression und Reinigung der b-Helix Konstrukte

Plasmidvektoren, welche die gewünschten Mutationen im hydrophoben Stapel der isolierten b-Helix 

Domäne tragen, wurden durch das QuickChange Verfahren hergestellt. Nach Transformation der Plas­

mide in E. coli JM83 wurde die Überexpression der rekombinanten Proteine durch Zugabe von 1 mM 

IPTG bei 25 °C getestet. Wildtyp und Mutanten der isolierten b-Helix Domäne sind im Überstand des 

Rohextraktes nach Zelllyse und Zentrifugation nachweisbar, werden demnach bei dieser Temperatur 

löslich exprimiert. Die Proteine können aus dem Extrakt durch Fällung mit 35 % Ammoniumsulfat und 

anschließender Affinitätschomatographie über Bindung des C-terminalen Hexahistidyl-Tags an eine 

Nickel-Sepharosematrix angereichert und gereinigt werden (Abb. 3.1). Das Arbeiten bei 4 °C und die 

Zugabe von 10 mM EDTA direkt nach Elution von der Säule sind bei der Reinigung der isolierten 
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b-Helix wesentlich, da der Wildtyp, vor allem aber destabilisierte Mutanten, bei hohen Konzentratio­

nen unlösliche Aggregate bilden können (Schuler & Seckler, 1998).

Der Wildtyp und alle  untersuchten Mutanten eluieren über  einen steigenden Gradienten bei  etwa 

160 mM bis 180 mM Imidazol von der Säule. Durch Anlegen eines zweistufigen Gradienten kann der 

BHX-haltige Proteinpeak im Fall  des Wildtyps und bei den meisten Mutanten gut  von einer durch 

Verunreinigungen hervorgerufenen vorgelagerten Schulter im Elutionsprofil getrennt werden. Für die 

Mutanten V498A, V523A und V450L war jedoch eine deutlich verminderte Trennschärfe zu beobach­

ten. Hier wurde die isolierte  b-Helix über einen ausgedehnten Fraktionsbereich eluiert, der mit den 

Verunreinigungen überlappte. Aus diesem Grund war der Reinheitsgrad der Proteinproben nach Verei­

nigung ausgewählter  Peakfraktionen unterschiedlich. Er betrug für die Mutanten V498A, V523A und 

V450L etwa 94 %. Der Wildtyp und alle anderen Mutanten hatten eine Reinheit von mehr als 97 %. 

Reinigungsausbeuten  der  Proteine  aus  einem  Liter  Expressionskultur  lagen  zwischen  7 mg  und 

48 mg. Proteinproben wurden steril filtriert und bei 4 °C für kurze Zeit gelagert. Nach längerer Lage­

rung konnten in einigen Proteinlösungen von Mutanten mit dem Auge sichtbare Aggregate und eine 

Verringerung der Proteinkonzentration beobachtet  werden.  Durch Ultrazentrifugation für 30 min bei 

4 °C konnten jedoch alle Schwebeteilchen entfernt werden, sodass im Absorptionsspektrum oberhalb 

von 300 nm eine stabile Basislinie erhalten wurde. 

Abbildung 3.1: A) und B) Coomassie-gefärbtes SDS-Gel der Reinigung von BHX V125L. Die isolierte 

b-Helix hat eine Molekularmasse von circa 48 kDa.  A) M: Molekularmassenmarker; Spur 1: lösliche Fraktion des Zelllysates; 

Spur 2: unlösliche Fraktion des Zelllysates; Spur 3: Überstand nach Ammoniumsulfatfällung Spur 4: Pellet nach Ammoniumsul­

fatfällung; Spuren 5 und 6: Durchflussfraktionen nach Binden des Proteins an eine His-Trap HP Säule. B) M: Molekularmassen­

marker;  Spur 1:  gereinigtes  Protein  (2.5 µg/Spur);  Spur 2:  gereinigtes  Protein  nach  Inkubation  für  5 min  bei  100 °C 

(2.5 µg/Spur).

3.1.2 Strukturelle Eigenschaften der b-Helix Konstrukte

Die Tertiärstruktur  der BHX-Konstrukte  wurde mittels Fluoreszenzemissionsspektroskopie bei  einer 

Proteinkonzentration von 10 µg/ml bei 10 °C untersucht. Das Emissionsspektrum der nativ gefalteten 
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3. Ergebnisse

b-Helix Domäne  des  Wildtyps  ist  dem des  kompletten  Tailspikes  und  dem des  trimeren  TSPDN 

Konstruktes sehr ähnlich (Abb. 3.4 A), (Miller et al., 1998a). Es wird durch die Lösungsmittelzugäng­

lichkeit und strukturelle Umgebung von sechs Tryptophanresten bestimmt, die in der "Rückenflosse" 

(W202, W207, W213) und im zentralen Bereich der  b-Helix (W315, W365, W391) lokalisiert  sind 

(Abb. 3.2). Denaturierung des Proteins führt zu einer etwa dreifachen Verringerung der Fluoreszenzin­

tensität und zur Rotverschiebung des Emissionsmaximums von circa 340 nm im nativen Zustand zu 

353 nm im entfalteten Zustand. Die Schulter im Spektrum bei 305 nm im entfalteten Zustand wird von 

17 im BHX-Konstrukt vorhandenen Tyrosinresten hervorgerufen (Abb. 3.4 A).

Abbildung 3.2: Positionen von Tryptophanresten in der isolierten b-Helix Domäne. A) Strukturmodell der 

BHX  (109-544)  abgeleitet  aus  den  Koordinaten  von  TSPDN  (PDB-Code:  2VFM).  Hervorgehoben  sind  die  N-terminale 

capping-Region (120-142, grün), die b-Helix Region (143-540, blau) und die „Rückenflosse“ (197-259, dunkelblau). 7 Trypto­

phane (gelb) bestimmen das Fluoreszenzsignal des Konstrukts. Sie sind in der „Rückenflosse“ (W202, W207, W213), in turn-

Regionen, welche die LPS-Bindungsfurche flankieren (W365, W391) und am „Bauch“ (W315) des Tailspikeproteins lokalisiert. 

Substituierte Valine (rot) im hydrophoben Lumen der b-Helix Domäne. 

In Abbildung 3.3 A werden die Emissionsspektren einiger Mutanten der A-Reihe und des Wildtyps 

miteinander verglichen. Emissionsspektren der Mutanten V125L, V272L, V321L, V349L, V498L und 

V523L sind deckungsgleich, zur Übersichtlichkeit jedoch nicht dargestellt. Die einheitliche Form der 

Spektren spricht  für  eine ähnliche strukturelle  Umgebung der  Fluorophore im Wildtyp und in  den 

Mutanten. Die Lage der Emissionsmaxima bei circa 340 nm belegt die native gefaltete Struktur der 

Proteine.

Abbildung 3.3 B zeigt Emissionsspektren der Mutanten V498A, V523A, V450L und des Wildtyps. Das 

Emissionsmaximum der Spektren liegt  vergleichbar bei etwa 340 nm; die drei  Mutanten sind nativ 

gefaltet. Im kurzwelligen Bereich weicht der Verlauf der Spektren der Mutanten, besonders bei V450L, 
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3. Ergebnisse

von dem des Wildtyps ab. Bei längeren Wellenlängen sind die Kurven identisch. Proteinlösungen von 

V498A, V523A und V450L sind weniger rein als die Proben der anderen Mutanten und des Wildtyps 

(s. 3.1.1). Die verschobenen Flanken der Spektren unterhalb von 340 nm könnten durch zusätzliche 

fluoreszierende Gruppen anderer Proteine in der Lösung hervorgerufen sein. Diese Verunreinigungen 

sind  aber  gering  und  ihr  Einfluss  auf  das  Gesamtspektrum  des  nativen  und  des  denaturierten 

Zustands (Daten nicht gezeigt) ist marginal.

Abbildung 3.3: Fluroeszenzemissionsspektren der BHX-Konstrukte. A) und B) Spektren der nativ gefalte­

ten Proteine der A-Reihe und V450L in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0. Anregungswelllenlänge war 280 nm, die Proteinkon­

zentration betrug 10 µg/m und die Temperatur war 10 °C. 

3.1.3 Entfaltung und Rückfaltung der isolierten b-Helix Domäne

Zur Vorbereitung der Harnstoff-induzierten Gleichgewichtsübergänge wurden Ent- und Rückfaltungski­

netiken des Wildtypproteins im Hinblick auf die Ergebnisse von Miller (Miller et al., 1998a) und Schuler 

(Schuler & Seckler, 1998) überprüft. Die Kinetiken wurden über die Signaländerung der Fluoreszenz 

bei  342 nm verfolgt.  Pufferbedingungen und  Temperaturen  wurden  so  gewählt,  dass  sie  mit  den 

Bedingungen der Gleichgewichtsexperimente übereinstimmten.

Die  Signaländerung der  Entfaltungsreaktion der  BHX in  5 M Harnstoff,  1 mM EDTA,  50 mM NaP, 

pH 7.0 ist bei 10 °C innerhalb von 10 Sekunden abgeschlossen (Daten nicht gezeigt). Der Verlauf der 

Rückfaltung aus 5 M Harnstoffpuffer in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 bei 10 °C (1:100 Verdün­

nung) ist spektroskopisch gut zu erfassen, die Reaktion ist nach circa 20 min im Gleichgewicht (Abb. 

3.4 B). Nach Einleitung der Rückfaltung ist ein etwa 20 %iger Anstieg des Signals innerhalb der Totzeit 

des manuellen Mischens zu beobachten. Diese Phase ist auch durch schnelle Mischtechniken (Fluo­

reszenz-stopped-flow und CD-stopped-flow) nicht auflösbar und wurde als Anpassung der Polypeptid­

kette an die veränderten Pufferbedingungen interpretiert (Schuler, 1998). Der detektierbare Verlauf der 

Kinetik  kann  durch eine biexponentielle  Funktion mit  apparenten  Geschwindigkeitskonstanten von 
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3. Ergebnisse

k1 = 2.3 * 10-2 ± 0.2 * 10-2 s-1 (t1/2 = 0.5 Minuten)  und  k2 = 3.5 * 10-3 ± 0.2 * 10-3 s-1 (t1/2 = 3.3 Minuten) 

beschrieben werden; die Amplituden der Phasen sind b = 21 ± 1 % und c = 60 ± 2 %. Die angegeben 

Werte sind Mittel aus drei Messungen. Die schnelle initiale Phase spiegelt die Bildung eines Faltungs­

intermediates wieder,  in  dem schon ein  hoher Anteil  an  b-Faltblattstruktur vorliegt.  Die  langsame 

Phase wurde als „Monomerreifung“ gedeutet  (Fuchs et al., 1991,  Danner et al., 1993,  Miller et al., 

1998a). 

Abbildung 3.4: Struktur und Faltung der isolierten BHX. A) Fluoreszenzemissionsspektren der gefalteten (–) 

und in 4.4 M Harnstoff, 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 entfalteten (- - -) isolierten b-Helix Domäne. In grau ist das Differenz­

spektrum abgebildet.  Die maximale Signaländerung zwischen dem gefalteten und entfalteten Zustand ist bei etwa 338 nm zu 

beobachten. B) Rückfaltungskinetik der isolierten b-Helix aus 5 M Harnstoffpuffer in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 bei 10 °C. 

Detektiert wurde die Signaländerung bei 342 nm, die durch eine biexponentielle Funktion beschrieben werden kann (–). Der 

unterstehende Graph zeigt die Residuen der Regression.

Bei Kinetiken, welche in Gegenwart eines etwa 5000fachen Überschusses des Reduktionsmittels DTE 

(1 mM) aufgenommen wurden,  sind  keine Unterschiede der  Geschwindigkeitskonstanten oder  der 

Signalamplituden zu beobachten. Die isolierte b-Helix Domäne enthält sechs Cysteine, die im gefalte­

ten Zustand ins Lumen der b-Helix weisen. Sie liegen in turns und loops zwischen den b-Strängen an 

den Positionen 169, 267, 287, 290, 458, 496. Die Exposition dieser Cysteine im entfalteten Zustand 

oder im „unreifen“ Monomer könnte die Ausbildung von Disulfidbrücken und damit  einhergehende 

Fehlfaltung oder Multimerisierung der Polypeptidketten ermöglichen. 

Die Messung der Rückfaltungskinetik bei einer hohen EDTA-Konzentration von 11 mM führte zu keiner 

maßgeblichen  Veränderung  des  Verlaufes. Das  EDTA-Anion  bildet  Chelatkomplexe  mit  im  Puffer 

enthaltenen Ionen und sollte die Komplexbildung von zweiwertigen Ionen mit den C-terminalen Hexa­

histidyl-Tags der Proteine vermeiden. 

Bei einer Zusammenlagerung oder Aggregation wäre eine verminderte Signalintensität zu erwarten, 
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3. Ergebnisse

da  es  zur  Löschung  der  Tryptophanfluoreszenz  kommt  (Schuler  &  Seckler,  1998).  Bei  den  hier 

verwendeten geringen Proteinkonzentrationen (10 µg/ml, i.e. 208 nM) und der niedrigen Temperatur 

wird bei der Faltung keine Aggregation über die C-terminalen Hexahistidyl-Tags oder Multimerisierung 

durch Disulfidbrückenbildung beobachtet.

3.1.4 Gleichgewichtsübergänge zur Analyse der thermodynamischen Stabilität

Thermodynamische Stabilitäten der BHX-Konstrukte wurden mit Hilfe von Faltung- und Entfaltungs­

gleichgewichtsübergängen  bei  einer  Proteinkonzentration  von  10 µg/ml  bei  10°C analysiert.  Nach 

Inkubation der nativen und entfalteten Proteine bei unterschiedlichen Harnstoff-Konzentrationen sind 

die Verhältnisse der beiden Konformationen über Messung der Fluoreszenz zugänglich. Fluoreszenz­

spektren der Proben wurden nach Anregung bei 280 nm detektiert. Die im Maximum der Signalände­

rung  bei  338 nm gemessenen  Intensitäten  wurden  unter  Annahme eines  Zweizustandsmodell  im 

Gleichgewicht  nach Santoro  und Bolen  (Santoro  & Bolen,  1988) ausgewertet.  Die  Gleichgewicht­

seinstellung der Ent- und Rückfaltungsreaktionen bei verschiedenen Harnstoffkonzentrationen war bei 

10 °C nach 1 h abgeschlossen. Bei den Untersuchungen zeigte sich, dass Ent- und Rückfaltungsüber­

gänge nicht bei allen Mutanten reversibel sind. Im Folgenden werden die Ergebnisse der reversibel 

und nicht-reversibel faltenden Mutanten getrennt beschrieben und analysiert. Sie werden am Ende 

des Abschnitts zusammenfassend erläutert.

Reversibel-faltende BHX-Mutanten

De- und Renaturierungsübergänge bestätigen für die meisten Mutanten ein reversibles Gleichgewicht, 

das durch ein Zweizustandsmodell beschrieben werden kann. Ein Gleichgewichtsintermediat ist nicht 

zu beobachten (Abb. 3.5). Zudem sind die Kooperativitäten der Übergänge und die Steigungen der 

Vor- und Nachübergangsbasislinien einheitlich. Übergangsmittelpunkte des Wildtyps und der Mutan­

ten V125A, V450A, V125L, V272L, V498L und V523L liegen bei circa 2.6 M Harnstoff. Die Übergangs­

mittelpunkte der Mutanten V272A, V321A, V349A, V321L und V349L sind zu kleineren Harnstoffkon­

zentrationen verschoben. Diese Mutationen induzieren eine Destabilisierung des Proteins.

Abbildung 3.6 stellt Emissionsspektren aus den Ent- und Rückfaltungsübergängen der Mutanten der 

A-Reihe bei geringen Harnstoffkonzentrationen dar. Spektren der nativen und renaturierten Proteine 

sind identisch; die Form der Spektren und die Lage der Maxima sind gleichartig. Diese Beobachtung 

trifft  auch auf die Mutanten der L-Reihe, deren Daten nicht abgebildet sind, zu.  Dies bestätigt die 

Rückfaltung der Proteine in ihre native Struktur.

Die Analyse der Rohdaten zeigt, dass die Ausbeuten der Rückfaltung im Vorübergangsbereich nicht 

vollständig sind (Daten nicht gezeigt). Sie liegen bei den reversiblen Übergängen im Mittel bei etwa 

90 % ± 3.5 %. Mit steigenden Harnstoffkonzentrationen ist  im Bereich von 0 M bis 1 M häufig eine 

schwache Zunahme der Fluoreszenzintensitäten der renaturierten Proben zu beobachten. Geringe 

Mengen des entfalteten Polypeptids scheinen während der Rückfaltung bei kleinen Harnstoffkonzen­

trationen an der Wand des Reaktionsgefäßes zu kleben oder zu aggregieren eine Erhöhung der Harn­
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stoffkonzentrationen vermindert diesen Effekt. Die Verhältnisse der Spezies im Ent- und Rückfaltungs­

übergang, auch im Vorübergangsbereich, sind jedoch gleich. Nach Normierung der Intensitäten auf 

den Anteil des gefalteten Proteins sind Denaturierungs- und Renaturierungsübergänge identisch (Abb. 

3.5).

Abbildung 3.5: Gleichgewichtsübergänge der reversibel faltenden BHX-Konstrukte. Denaturierungsüber­

gänge (gefüllte Symbole) und Renaturierungsübergänge (offene Symbole) der Mutanten der A-Reihe  (A) und L-Reihe  (B). 

Proteine im nativen Zustand oder nach kompletter Entfaltung in 5 M Harnstoffpuffer wurden in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 

bei den angegebenen Harnstoffkonzentrationen für 1 h bei 10 °C inkubiert. Die Proteinkonzentration war 10 µg/ml. Für die Abbil­

dungen wurden die gemessenen Fluoreszenzintensitäten bei 338 nm basislinienkorrigiert und auf den Anteil des nativ gefalteten 

Proteins normiert. Gemeinsame Fits der Ent- und Rückfaltungsübergänge nach einem Zweizustandsmodell sind als Regressi­

onslinien dargestellt.

Bei der Auswertung wurde aus den Rohdaten aller Übergänge die mittlere Steigung der Vorüber­

gangsbasisline bestimmt.  Hierzu wurden,  entsprechend der  Länge des Vorübergangbereiches,  die 

Daten bis 2 M Harnstoff für V125A, V450A, V125L, V272L, V498L, V523L und den Wildtyp verwendet. 

Für die destabilisierten Mutanten V272A, V321A, V349A, V498A, V321L und V349L wurden die Inten­

sitäten  bis  1 M Harnstoff  herangezogen.  Da bei  Rückfaltung,  wie  oben beschrieben,  die  Fluores­

zenzintensität bis etwa 1 M ansteigt, wurden für die Bestimmung der Steigung der mittleren Vorüber­

gangsbasislinie hier nur Daten zwischen 1 M bis 2 M Harnstoff verwendet. Zur Vergleichbarkeit der 

Intensitäten wurden alle Daten der verschieden Übergänge durch den jeweils ersten Wert geteilt. Die 

somit normierten Intensitäten wurden mit einer linearen Regression ausgewertet. Die mittlere Steigung 

der Vorübergangsbasislinie mN ist -0.028 J mol-1 M-1.

In einem weiteren Schritt wurden die Faltungs- und Entfaltungsübergänge unabhängig mit der Stei­

gung  der  Vorübergangsbasislinie  als  Einschränkung  nach  Gleichung  2.10  gefittet.  Die  durch  die 

Regressionen  erhaltenen  Kooperativitäten  m  der  Übergänge  sind  sehr  ähnlich,  ihr  Mittelwert  ist 

12.8 ± 2.5 kJ mol-1 M-1.  Bei Verwendung einer gemittelten Kooperativität der Übergänge wird davon 

ausgegangen, dass die eingefügten Punktmutationen im Inneren des hydrophoben Kerns der b-Helix 
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3. Ergebnisse

Domäne keine großen strukturellen Veränderungen auslösen und somit auch die Veränderung in der 

Lösungsmittelzugänglichkeit zwischen nativen und entfalteten Zustand (DASA) gleich ist. Dies scheint 

im Hinblick auf die Ergebnisse aus 3.1.2 und den Kristallstrukturen der  DN-Konstrukte (s. Abschnitt 

3.4.3) zulässig.

Denaturierungs- und Renaturierungsübergänge der reversibel faltenden Proteine wurden gemeinsam 

durch nicht-lineare Regression nach Gleichung 2.10 mit festgesetzter Vorübergangsbasislinie mN von 

-0.028 J mol-1 M-1 und einer Kooperativität m von 12.8 ± 2.5 kJ mol-1 M-1 analysiert.  Die Ergebnisse 

sind in Tabelle 3.1 zusammengetragen. 

Abbildung 3.6: Fluoreszenzemissionsspektren der nativen und renaturierten Mutanten. A) Spektren 

aus dem Entfaltungsübergang des Wildtyps bei 0 M (–) und 4.4 M (–) Harnstoff und dem Rückfaltungsübergang bei 0.05 M (–) 

und 4.5 M (–) Harnstoff. C) zeigt Nativspektren der Mutanten der A-Reihe im Entfaltungsübergang. Die Abbildungen B) und 

D) zeigen die Mutanten der A-Reihe und V450L nach Rückfaltung bei Harnstoffkonzentationen <0.1 M.

Nicht-reversibel faltende Mutanten

Für die Mutanten V498A, V523A und V450L stimmten De- und Renaturierungsübergänge nicht über­

ein. Dies ist in Abbildung 3.7 A am Beispiel der Mutante V523A dargestellt. Im Entfaltungsübergang 

sind  die  Vorübergangsbereiche  im  Gegensatz  zur  Rückfaltung  verkürzt,  die  Kooperativitäten  sind 
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3. Ergebnisse

geringer und es tritt eine zweite Phase im Übergang bei circa 2.5 M bis 4 M Harnstoff auf (durch Pfeile 

in  Abb. 3.7 A  gekennzeichnet).  Die  Renaturierungsübergänge  der  drei  Mutanten  sind  hingegen 

einphasig und ihre Kooperativität ist dem Wildtyp entsprechend (Abb. 3.7). Renaturierungsausbeuten 

des Vorübergangbereiches liegen im Durchschnitt bei 73 % ± 5 % verglichen mit der Signalintensität 

der Entfaltungsübergänge. Zur Bestimmung des Übergangsmittelpunktes der Rückfaltung wurden die 

Kurven mit Gleichung 2.10 (mit mN = -0.028 J mol-1 M-1 und m = 12.8 ± 2.5 kJ mol-1 M-1) beschrieben. 

Die Ergebnisse sind in Tabelle 3.1 gesammelt. Die Übergangsmittelpunkte der Rückfaltung der Mutan­

ten liegen wildtyp-ähnlich bei 2.4 M und 2.5 M Harnstoff.

Abbildung 3.7: Gleichgewichtsübergänge der nicht-reversibel faltenden BHX-Konstrukte. A) Denaturie­

rung (geschlossene Symbole) und Renaturierung (offene Symbole) von V523A in 50 mM NaP, pH 7.0 mit 1 mM EDTA (○ ●) 

oder 11 mM EDTA, 1 mM DTE (○ ●).  B) Renaturierungsübergänge der Mutanten V498A, V523A und V450L in 50 mM NaP, 

1 mM EDTA, pH 7.0 sind basislinienkorrigiert und auf den Anteil des nativen Proteins normiert. Die nicht-lineare Regression der 

Daten ist als Linie dargestellt.

Die Reste V450, V498 und V523 befinden sich in den letzten vier Windungen am C-Terminus der 

BHX-Domäne. Um zu überprüfen, ob die veränderten Kooperativitäten und die dreistufigen Verläufe 

der Entfaltungsübergänge von V498A, V523A und V450L durch Aggregation über Hexahistidyl-Tags 

oder Disulfidbrückenbildung zwischen teilweise entfalteten Proteinen hervorgerufen ist, wurde die ther­

modynamische Stabilität der Mutante V523A zusätzlich in Gegenwart von 11 mM EDTA und 1 mM 

DTE untersucht  (Abb. 3.7  A).  Die  jeweiligen Verläufe der  Faltungs-  und Entfaltungsübergänge bei 

1 mM EDTA oder  11 mM EDTA,  1 mM DTE  sind  allerdings  analog  und  Aggregation  über  Disul­

fidbrücken oder Hexahistidyl-Tags während der Entfaltungsreaktion im Übergang kann somit ausge­

schlossen werden. 

Die Reinheit der Proteinproben von V498A, V523A, V450L liegt bei etwa 94 %. Der Zweizustandsver­

lauf der Rückfaltungssübergänge zeigt, dass das beobachtete Fluoreszenzsignal nicht durch Überla­

gerung des Signals der BHX Domäne und anderen fluoreszierenden Gruppen in der Proteinlösung 

ausgelöst wird.
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3. Ergebnisse

Ein möglicher Grund für die Ausbildung einer Schulter im Entfaltungsübergang könnten heterogene 

native Proteinlösungen sein. Bei der vergleichsweise hohen Expressionstemperatur von 25 °C in vivo 

könnten Mutanten,  deren C-Terminus weniger rigide oder  kompakt  ist,  fehlfalten und aggregieren. 

Fehlgefaltetes  Protein  könnte  schon bei  geringen Harnstoffkonzentrationen entfalten,  wodurch  die 

Signalintensität abnähme. Aggregate könnten durch eine höhere Stabilität die Verlängerung des Über­

gangsbereiches bis 4.5 M hervorrufen. Im Gegensatz dazu würde die Rückfaltung bei einer niedrigen 

Temperatur von 10 °C den Mutanten ermöglichen ihre korrekte Struktur auszubilden. Auch Schuler 

hatte bei den stark destabilisierten tsf-Mutanten D238S und G244R, die in der „Rückenflosse“ lokali­

siert sind, die Bildung von Aggregaten in nativen Proteinlösung beobachtet. Allerdings war die Aggre­

gationstendenz der beiden tsf-Mutanten so stark, dass sie einen Quench der Fluoreszenz der nativen 

Proteinlösung hervorriefen (Schuler & Seckler, 1998). Ein Fluoreszenzquench wurde hier nicht beob­

achtet.

Zusammenfassende Erläuterung

Tabelle  3.1  fasst  die  thermodynamischen Stabilitäten der  untersuchten Mutanten im hydrophoben 

Seitenkettenstapel der isolierten b-Helix Domäne zusammen. Die Daten basieren auf der Annahme, 

dass  die  BHX  bei  den  verwendeten  Bedingungen  im  Gleichgewicht  ein  Zweizustandsverhalten 

aufweist; d.h. die gemessenen Fluoreszenzsignale sind nur durch die Beiträge der nativen und entfal­

teten Population bedingt.

Der Übergangsmittelpunkt c1/2 des Wildtypproteins liegt bei 2.6 M Harnstoff. Hier liegt jeweils die Hälfte 

der Population in der gefalteten bzw. der entfalteten Konformation vor. Die freie Enthalpie der Entfal­

tung  DG0
N → U ist  33.4 ± 1.6 kJ mol-1.  Die  Kooperativität  der  Rückfaltungsübergänge  und  fast  aller 

Entfaltungsübergänge ist gleich, die Konstrukte falten und entfalten als eine kooperative Einheit. Bei 

kleinen globulären Proteinen umfasst  die  kooperative  Einheit  das gesamte Protein.  Je größer die 

kooperative Einheit, um so größer die Steilheit des Übergangs, also die Kooperativität m (Myers et al., 

1995). Die hier detektierte kooperative Einheit umfasst im Minimum die sieben Tryptophansonden im 

zentralen Bereich der b-Helix Domäne (W202 bis W391). Die Kooperativität ist 12.8 ± 2.5 kJ mol-1 M-1. 

Die Werte stimmen im Rahmen der Messgenauigkeit mit den für den Wildtyp gemessenen Daten von 

Miller (Miller et al., 1998a) und Schuler (Schuler & Seckler, 1998) überein.

Der  für  ein  Protein  mit  443  Aminosäuren  nach  Myers  (Gleichung  2.12)  berechnete  theoretische 

m-Wert ist mit 20.1 kJ mol-1 M-1 deutlich höher als der hier gemessene Wert (Myers et al., 1995). Dies 

ist nicht verwunderlich, da die verwendete empirische Gleichung auf der Korrelation von  DASA und 

m-Werten kleiner globulärer Proteine mit maximal 415 Aminosäuren basiert, der native Zustand elon­

gierter Proteine jedoch einen höheren Anteil an lösungsmittelzugänglichen Resten aufweist.

Wie die  wildtyp-ähnlichen c1/2- und  DG0
N → U-Werte  verdeutlichen haben neun  der  14 untersuchten 

Mutanten keinen Einfluss auf die Stabilität der isolierten BHX-Domäne. Bei den fünf Mutanten V272A, 

V321A, V349A, V321L und V349L ist der Übergangsmittelpunkt c1/2 verglichen zum Wildtyp deutlich zu 

kleineren  Harnstoffkonzentrationen  verschoben;  die  Proteine  sind  destabilisiert.  Substitutionen  zu 
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3. Ergebnisse

Alanin haben dabei einen größeren Effekt auf die Stabilität (Dc1/2 sind -0.9 M und -0.8 M für V321A und 

V349A) als eingefügte Leucine (Dc1/2 sind -0.6 M und -0.7 M für V321L und V349L). An Position 272 ist 

die Mutation zu Leucin wildtyp-ähnlich während ein Alanin an dieser Position die isolierte  b-Helix 

Domäne um etwa 10.9± 2.1 kJ mol-1 destabilisiert. Mutation des Valins an Position 321 zu Alanin löst 

die stärkste Destabilisierung aus. Die Positionen 272, 321 und 349 befinden sich in den Windungen 4, 

6 und 7 im zentralen Bereich der  b-Helix Region.  Die "Rückenflosse" (197-259) packt  gegen die 

Windungen 3 bis 9. Die Destabilisierung der drei Mutanten ist ebenso stark wie bei der ausgiebig 

charakterisierten  tsf-Mutante  G244R.  Der  Übergangsmittelpunkt  von  G244  liegt  bei 

c1/2 = 1.76 ± 0.06 M,  die  freie  Enthalpie  der  Entfaltung  DG0
N → U ist  22 kJ  mol-1 (Schuler  &  Seckler, 

1998). G244R ist in der "Rückenflosse" der b-Helix Domäne lokalisiert.

Tabelle 3.1: Thermodynamische Stabilitäten der BHX-Konstrukte.
a mit SigmaPlot wurde beim Fit der Standardfehler (SF) ausgegeben.
b Unterschied in der freien Enthalpie der Entfaltung DG0

U → N zwischen der jeweiligen Mutante und dem Wildtyp.
c Unterschied der Übergangsmittelpunkte c1/2 zwischen Mutante und Wildtyp.

*  Ergebnisse stammen aus  nicht-linearer  Regression des  Rückfaltungsübergangs  der  nicht-reversibel  faltenden  

Mutante.

Denaturierungs- und Renaturierungsübergänge von V498A, V523A und V450L sind nicht reversibel. 
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A-Reihe

L-Reihe

Protein

± ± [M] [M] 

wt 33.4 1.6 2.6

V125A 33.5 1.8 0.1 2.4 2.6 0

V272A 22.5 1.3 -10.9 2.1 1.8 -0.8

V321A 21.2 0.9 -12.2 1.8 1.7 -0.9

V349A 22.7 1.2 -10.7 2.0 1.8 -0.8

V450A 33.1 2.5 -0.3 3.0 2.6 0

V498A* 30.6 4.1 -2.8 4.4 2.4 -0.2

V523A* 32.4 2.9 -1.0 3.3 2.5 -0.1

DG0
N → U SF a DDG0

N → U
b Fehler DDG0

N → U
c

1/2
Dc

1/2
c

[kJ mol-1] [kJ mol-1]

­ ­ ­

Protein

± ± [M] [M] 

wt 33.4 1.6 2.6

V125L 32.3 1.8 -1.1 2.4 2.5 -0.1

V272L 31.8 1.3 -1.6 2.1 2.5 -0.1

V321L 25.5 1.3 -7.9 2.1 2.0 -0.6

V349L 24.3 1.0 -9.1 1.9 1.9 -0.7

V450L* 32.4 3.4 -1.0 3.8 2.5 -0.1

V498L 33.9 1.4 0.5 2.1 2.6 0

V523L 34.0 1.3 0.6 2.1 2.7 0.1

DG0
N → U SF a DDG0

N → U
b Fehler DDG0

N → U
c

1/2
Dc

1/2
c

[kJ mol-1] [kJ mol-1]

­ ­ ­



3. Ergebnisse

Die Entfaltungsübergänge dieser Mutanten verlaufen dreistufig mit einer Schulter bei 2.5 M bis 4 M 

Harnstoff. Die Rückfaltungsübergänge der Mutanten weisen dagegen ein Zweizustandsverhalten auf. 

Ihre Übergangsmittelpunkte belegen eine wildtyp-ähnliche Stabilität der Mutanten V498A, V523A und 

V450L. 

Zusammenfassend betrachtet vermindern somit Mutationen im zentralen Bereich der b-Helix Domäne 

die thermodynamische Stabilität, während Mutationen an den C- und N-terminalen Enden der Region 

keinen detektierbaren Einfluss haben.

3.1.5 Aggregationsverhalten der destabilisierten Mutanten V272A, V321A und 
V349A

Schuler  hatte  festgestellt,  dass  bei  hohen  Salzkonzentrationen  ein  aggregationsfähiges  Gleichge­

wichtsintermediat nach verlängerten Inkubationszeiten des Überganges gebildet wird  (Schuler et al., 

1999). Wird die isolierte b-Helix bei 0.5 M NaCl, 10 µg/ml und 10 °C für mehrere Tage inkubiert, ist die 

langsame Ausbildung einer Schulter im Übergang zwischen 2 M bis 4 M Harnstoff bei Messung der 

Tryptophanfluoreszenz zu beobachten. Analytische Ultrazentrifugation und Größenausschlusschroma­

tographie zeigten,  dass die isolierte  b-Helix in diesen Proben irreversibel  aggregiert  war.  Darüber 

hinaus bestätigten licht- und elektronenmikroskopische Untersuchungen, dass die isolierte BHX lang 

gestreckte Fibrillen und amorphe Aggregatstrukturen bilden kann, welche Kongorot binden und eine 

Doppelbrechung im polarisierten Licht  aufweisen.  Weiterhin  konnte  eine Korrelation  zwischen der 

Aggregationsanfälligkeit und dem Ausmaß der durch tsf- und su-Mutationen hervorgerufenen Destabi­

lisierung bzw. Stabilisierung festgestellt und charakterisiert werden (siehe Abschnitt 1.3.4), (Schuler et 

al., 1999). 

Um das Aggregationsverhalten der destabilisierten Mutanten V272A, V321A und V349A zu untersu­

chen, wurden Übergänge des Wildtyps und der drei Mutanten bei einer Konzentration von 10 µg/ml 

angesetzt und bei 10 °C für 1 h und 24 h oder 48 h inkubiert. Dann wurden Fluoreszenzspektren der 

Proben detektiert.

Verlängerung der Inkubationszeiten der destabilisierten Mutanten V272A, V321A und V349A auf 24 h 

oder 48 h bei 10 °C führt zu einer Verschiebung des Übergangmittelpunktes zu kleineren Harnstoff­

konzentrationen in unterschiedlicher Stärke (Abb. 3.8). Darüber hinaus ist bei den Mutanten V272A 

und V321A die Ausbildung einer Schulter im Bereich des Übergangmittelpunktes im Faltungs- sowie 

im Entfaltungsübergang zu beobachten. Der einstufige Verlauf der Übergänge nach einstündiger Inku­

bation  verändert  sich  also  bei  Langzeitinkubation.  Dies  zeigt,  dass  der  Aggregationsprozess  im 

Vergleich  zur  Faltung und  Entfaltung  langsam passiert.  Für  das  Wildtyprotein  sind  Faltungs-  und 

Entfaltungsübergänge, welche nach 1 h oder nach 24 h aufgenommen wurden deckungsgleich. 

Diese Beobachtungen sind analog zu den Ergebnissen von  Schuler für die tsf-Mutante G244R und 

den Wildtyp in Gegenwart von Salz. Er postulierte, dass die Aggregation nicht vom nativ gefalteten 

Zustand,  sondern  von  einem durch  Mutationen  oder  Salze  begünstigten  destabilisierten  Zustand 

ausgeht. Die Ergebnisse der hier untersuchten Mutanten untermauern diese Hypothese.

56



3. Ergebnisse

Abbildung 3.8: Gleichgewichtsübergänge nach unterschiedlichen Inkubationszeiten bei 10°C. Denatu­

rierung (geschlossene Symbole) und Renaturierung (offene Symbole). Fluoreszenzspektren des Wildtyps (A) und der Mutan­

ten V272A (B) und V349A (D) wurden nach 1 h (○ ●) und nach 24 h (○ ●) registriert; Spektren der Mutante V321A (C) nach 

1h (○ ●) und 48 h (○ ●). Die Übergänge sind basislinienkorrigiert und auf den Anteil des nativen Proteins normiert, zudem sind 

nicht-lineare Regressionen für Übergänge, die nach 1 h aufgezeichnet wurden (–) und für den Wildtyp (- - -) als Linie dargestellt.
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3. Ergebnisse

3.2. Bedeutung der Seitenkettenstapelung für die Faltung des 
Tailspikeproteins

Rückfaltungsausbeuten  in  vitro werden durch kinetische  Konkurrenz zwischen  der  unimolekularen 

Faltung und der mindestens bimolekularen Aggregationsreaktion bestimmt. Mit steigenden Proteinkon­

zentrationen ist die Faltungsgeschwindigkeit konstant, die Aggregationsrate nimmt jedoch zu. Deshalb 

dominiert bei hohen Proteinkonzentration  in vitro die Aggregation über die Faltung  (Kiefhaber et al., 

1991). In der Zelle sind die Ausbeuten der Faltungsreaktion durch Synthese- und Faltungsgeschwin­

digkeit der Polypeptidkette und durch die Aggregationsrate bedingt. Mit steigenden Temperaturen ist 

häufig  eine  verstärkte  Bildung  von  inclusion  bodies bei  heterologer  Expression  zu  beobachten 

(Rudolph & Lilie, 1996). Während langsam faltende Proteine bei hohen Temperaturen aggregieren, 

können schnell faltende Proteine ihre native Konformation erreichen, da aggregationsanfällige inter­

mediäre Strukturen nicht hinreichend populiert werden (Kiefhaber et al., 1991). 

Faltung in vivo und Rückfaltung in vitro wurden für das P22 Tailspikeprotein in beispielhaftem Detail 

charakterisiert (Goldenberg & King, 1982, Seckler et al., 1989, Fuchs et al., 1991). Die Polypeptidkette 

faltet über ein thermolabiles Intermediat (I) zum assoziationskompetenten Monomer. Nach Assemblie­

rung der drei Untereinheiten zum sogenannten „Protrimer“, bestimmt die Trimerreifung die Geschwin­

digkeit der Gesamtreaktion (siehe Abschnitt 1.3.2 und 1.3.3). Die Faltungsausbeuten des Proteins sind 

durch ein temperaturabhängiges Gleichgewicht zwischen I und einem aggregationsanfälligen Interme­

diat (I*) bestimmt. I entfaltet in einem schmalen Temperaturfenster zwischen 30 °C und 35 °C koopera­

tiv  (Haase-Pettingell  &  King,  1988).  tsf-Mutationen  verlangsamen die  apparente  Faltungsrate  des 

Monomers,  da sie  I  destabilisieren  und somit  das Gleichgewicht  nach I*  verschieben.  Bei  hohen 

Temperaturen in vivo und in vitro führen diese Mutationen zur Aggregatbildung des Proteins und rufen 

somit den temperatursensitiven Faltungsphänotyp hervor. su-Mutanten stabilisieren I. Sie können den 

tsf-Phänotyp unterdrücken und Fehlfaltung bei erhöhten Temperaturen vermindern (Danner & Seckler, 

1993,  Beissinger et al., 1995,  Miller et al., 1998b). GroE Chaperone haben keinen Einfluss auf die 

Faltungsausbeuten des Tailspiketrimers in vitro (Brunschier et al., 1993). 

In diesem Kapitel wird der Einfluss der Seitenkettenstapelung im Hinblick auf verschiedene Aspekte 

der Tailspikefaltung dargestellt. In vivo und in vitro Faltungsausbeuten der Mutanten werden tempera­

turabhängig untersucht und verglichen. Die Reinigung von rekombinant erzeugten Tailspikevarianten 

erfolgte nach einem über Jahre etablierten Standardprotokoll und wird deshalb nicht im Detail erklärt. 

Ergebnisse sind kurz im Abschnitt 3.2.2 eingefügt und werden in Bezug auf die Temperaturabhängig­

keit der Faltung in vivo besprochen. Weiterhin werden fluoreszenzspektroskopische Eigenschaften der 

gereinigten TSP- und TSPDN-Konstrukte dargestellt. Die zeitabhängigen Verläufe der Monomerfaltung 

bei 10 °C und 25 °C wurden fluoreszenzspektroskopisch detektiert. Am Ende des Kapitels wird die 
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3. Ergebnisse

Kinetik der Untereinheitenassoziation der Mutante V498A betrachtet.

3.2.1 Temperaturabhängigkeit der Faltungsausbeuten in vivo

Durch seine rigide,  b-Faltblatt-reiche und oligomere Struktur ist das native Tailspiketrimer bei Raum­

temperatur  resistent  gegen  das  Detergenz  Natriumdodecylsulfat  (Manning  &  Colón,  2004).  Aus 

diesem Grund kann sein Faltungszustand in vivo und in vitro mittels SDS-Gelelektrophorese verfolgt 

und charakterisiert werden  (Goldenberg et al., 1982,  Seckler et al., 1989). Korrekt gefaltete, native 

Trimere  werden  durch  ihre  verminderte  Mobilität  von  Monomeren,  nicht-nativen  Oligomeren  und 

Aggregaten, die durch das ionische Detergenz solubilisiert werden, getrennt.

Punktmutationen der Alanin- und Leucin-Reihe wurden durch das QuickChange Verfahren in das Tail­

spikegen eingefügt und Plasmide der Konstrukte durch einen Hitzeschock in kompetente E. coli JM83 

Zellen transformiert. Die Analyse der  in vivo Faltungsausbeuten erfolgte im Temperaturbereich von 

27 °C  bis  42 °C,  wobei  alle  Mutanten,  der  Wildtyp  und  eine  Negativkontrolle  bei  der  jeweiligen 

Versuchstemperatur  parallel  analysiert  wurden.  Dazu  wurde  die  Synthese  des  Zielproteins  durch 

IPTG-Zugabe in E. coli induziert. Nach Inkubation wurden die Expressionskulturen durch Zentrifugati­

on geerntet. Definierte Zellmengen wurden lysiert  und mittels SDS-PAGE und Coomassie-Färbung 

analysiert. Wenn erforderlich, wurden lösliche und unlösliche Fraktion der Rohextrakte durch Zentrifu­

gation getrennt.

Abbildung 3.9: Coomassie-gefärbtes SDS-Gel einer Testexpression des TSPDN-Wildtyps bei 37 °C. 

Das SDS-resistente TSPDN Trimer läuft bei etwa 116 kDa und das entfaltete Monomer entsprechend seiner molekularen Masse 

bei 60 kDa. Bei den mit (+) gekennzeichneten Kulturen wurde die Expression bei einer OD600 von 0.8-1.0 mit 1 mM IPTG indu­

ziert. Bei den mit (–) gekennzeichneten Kulturen erfolgte keine Induktion. Durch Inkubation bei 100 °C (+) kann das Trimer 

dissoziiert werden. M: Molekularmassenmarker. In den Spuren 1, 4,  6 und 10 sind vollständige Zelllysate aufgetragen. Die 

Spuren 2, 5, 8 und 11 zeigen die löslichen Fraktionen und die Spuren 3, 6, 9 und 12 die unlöslichen Fraktionen der Lysate.

Abbildung 3.9 zeigt die Expression des TSPDN-Wildtyps bei 37 °C. Bei dieser Temperatur wird das 
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Tailspiketrimer löslich exprimiert. Es befindet sich kein Monomer in der Pelletfraktion. Durch fünfminüti­

ge Inkubation bei 100 °C in SDS-Ladepuffer kann das Trimer dissoziiert und entfaltet werden. Es läuft 

dann seiner Molekülmasse entsprechend bei circa 60 kDa. Ohne IPTG-Zugabe wird kein Tailspikepro­

tein gebildet, d.h. dass der Expressionsvektor keine basale Hintergrundexpression des Zielproteins 

zeigt.

In Abbildung 3.10 sind Gele, welche zur Analyse der in vivo Faltung der Mutanten der A-Reihe und des 

Wildtyps verwendet wurden, exemplarisch bei zwei Expressionstemperaturen abgebildet. Das Wildtyp­

trimer wird löslich bis zu einer Temperatur von 37 °C exprimiert. Bei höheren Temperaturen (39 °C und 

42 °C) ist die Trimerreifung unterbunden. Monomeres Tailspikeprotein, welches bei 60 kDa entspre­

chend der bei 100 °C dissoziierten Kontrolle nachweisbar sein sollte, ist bei keinem der Experimente 

sichtbar. Offensichtlich wird fehlgefaltetes Protein von zellulären Proteasen abgebaut. 

Abbildung 3.10: Repräsentative SDS-Gele zur Analyse der in vivo Faltungsausbeuten von Mutanten 

der  A-Reihe. Die  Proteine  wurden  bei  32 °C  und  37 °C  überexprimiert.  Gleiche  Zellmengen  wurden  geerntet,  mittels 

French-press aufgeschlossen und komplette Zellextrakte wurden auf die Gele geladen. Als Negativkontrolle wurden bei den 

jeweiligen Temperaturen JM83-Zellen, die kein Plasmid enthielten, mitgeführt. T: 600 ng/Spur des gereinigten TSPDN-Wildtyp-

proteins; M: 600 ng/Spur des gereinigten Wildtyps nach Inkubation für 5 Minuten bei 100 °C. Gele sind mit Coomassie gefärbt.

Tabelle 3.2 fasst die temperaturabhängigen Faltungsausbeuten aller Stapelungsmutanten qualitativ 

zusammen. Punktmutationen an unterschiedlichen Positionen des hydrophoben Seitenkettenstapels 

von  TSPDN  vermindern  oder  erhöhen  die  Faltungsausbeuten  in  der  Zelle  bei  den  untersuchten 

Expressionstemperaturen in unterschiedlicher Stärke. Generell vermindern die meisten Alanin-Muta­

tionen  die  Faltungsausbeuten  des  Tailspikes,  während  Leucin-Mutanten  eher  eine  dem  Wildtyp 

vergleichbare Temperaturabhängigkeit der Faltung aufweisen.  In vivo Faltungsausbeuten der Mutan­

ten  V125A,  V125L,  V272L sowie  V498L sind  erhöht  und  die  Konstrukte  bilden  auch  bei  39 °C 

SDS-resistentes Trimer. Bei 37 °C wird die Trimerbildung der Mutanten V272A, V321A, V349A und 

V498A unterbunden. Darüber hinaus ist für V272A und V321A bei 32 °C eine deutlich verminderte 

Intensität der Trimerbande zu beobachten. Ein Alanin an Position V498 führt bei Temperaturen von 
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3. Ergebnisse

27 °C und 32 °C zu stark verminderten Faltungsausbeuten, wohingegen die Leucin-Mutante noch bei 

39 °C zum Trimer reifen kann. Die Mutanten V321L und V450L verhalten sich wildtyp-ähnlich in Bezug 

auf ihre maximale Expressionstemperatur, ihre Ausbeuten sind jedoch auch bei niedrigen Temperatu­

ren gering.

Tabelle 3.2: Temperaturabhängigkeit der  in vivo Faltungsausbeuten der TSPDN-Konstrukte. Gezeigt 

wird die Anwesenheit der Trimerbande bzw. ihre Ausprägung. In der letzten Zeile sind jeweils die Reinigungsausbeuten aus 

einem Liter Expressionskultur angegeben.

3.2.2 Reinigung von TSP und TSPDN-Mutanten

Für die Reinigung wurden Tailspikeproteine in E. coli JM83 oder BL21 (DE3) bei einer Temperatur von 

30 °C exprimiert. Wie in Tabelle 3.2 zu sehen ist, werden bei dieser Temperatur alle Mutanten löslich 

gebildet und können mit dem von Stefan Miller etablierten Standardverfahren gereinigt werden (Miller 

et al., 1998b). Zellen wurden dazu mittels French-Press aufgeschlossen und Zellextrakte durch Zentri­

fugation  fraktioniert.  Tailspikeproteine  können  aus  der  löslichen  Fraktion  des  Extraktes  mit  35 % 

Ammoniumsulfat gefällt und in einem dreistufigen Verfahren mittels Ionenaustauschchromatographie 

(DE52  Anionenaustauscher),  hydrophober  Interaktionschromatographie  (Phenylsepharose  FF)  und 

abschließender Gelfiltration (HiLoad Superdex200 PG) gereinigt werden.  Nach der Gelfiltration liegt 

der Reinheitsgrad der Mutanten bei mindestens 95 %, wie durch SDS-PAGE und Silberfärbung bestä­

tigt wurde. In Tabelle 3.2 sind die Ausbeuten eines einmalig durchgeführten Reinigungsdurchlaufes 

aufgeführt. Die Proteinmengen, welche aus einem Liter Expressionskultur erhalten wurden, waren für 

die Mutanten deutlich verschieden. Hier setzten sich die bei den Experimenten zur in vivo Faltungs­

ausbeute beobachteten Trends fort. Verglichen mit dem Wildtyp lieferten Reinigungen der Mutanten 

V450A, V498A und V498L sehr geringe Mengen an Protein. Da dieses Ergebnis für V498L rückbli­
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A-Reihe

L-Reihe

T [°C] V125A V272A V321A V349A V450A V498A V523A wt
27 + + + + + ± + +

32 + ± ± + + ± + +

37 + - - - + - ± +

39 + - - - - - - -

42 - - - - - - - -

Ausbeute [mg] 58 13 24 22 8 9 30 42

T [°C] V125L V272L V321L V349L V450L V498L V523L wt
27 + + + + ± + + +

32 + + ± + ± + + +

37 + + ± + ± + + +

39 ± + - - - ± - -

42 - - - - - - - -

Ausbeute [mg] 31 36 47 46 32 5 37 42
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ckend auf seine Fähigkeit Trimer auch bei 39 °C zu bilden unerwartet war, wurde eine erneute Testex­

pression der Mutanten V498A und V498L durchgeführt. Aus jeweils 4 ml der Vorkulturen des Expressi­

onsansatzes wurde die Plasmid-DNA isoliert und durch Restriktionsverdau und Sequenzierung erneut 

überprüft und bestätigt. Ergebnisse der Testexpression stimmten mit den bereits für die beiden Mutan­

ten beobachteten Resultaten überein.

Wie in der Einleitung beschrieben hatte Simkovsky alle ins Innere des hydrophoben Lumens weisen­

den  Seitenketten  gegen  Alanine  substituiert  und  die  in  vivo Faltungseffizienzen  der  Mutanten  im 

Rahmen des kompletten Tailspikeproteins (1-666) bestimmt (siehe 1.3.5) (Simkovsky, 2007). Simkov­

ky identifizierte ein sogenanntes minimales Faltungsrückgrat, welches für die produktive Faltung des 

Tailspiketrimers auch bei niedrigen Temperaturen essentiell ist. Die in dieser Arbeit charakterisierten 

Aminosäurepositionen sind nicht Bestandteil des minimalen Faltungsrückgrats, im Gegensatz zu den 

im gleichen hydrophoben Stapel  enthaltenen Resten L144  (Windung 2),  I167  (Windung 3),  F381 

(Windung 9) und F472 (Windung 12). Die von Simkovsky bestimmten in vivo Faltungsausbeuten der 

Seitenkettenstapelmutanten des kompletten Tailspikeproteins (Tabelle 3.3) werden im folgenden mit 

den hier für TSPDN erhobenen Daten verglichen (Simkovsky, 2007). 

Tabelle 3.3: Prozent der in vivo Faltungseffizienz des TSP-Wildtyps (1-666). In vivo Faltungsausbeuten der 

Alanin-Reihe im kompletten Tailspikeprotein. Die Ergebnisse sind zum Vergleich der Doktorarbeit von Ryan Simkovsky entnom­

men (Simkovsky, 2007).

Eine Gegenüberstellung der Ergebnisse verdeutlicht, dass die Effekte der Mutationen auf die in vivo 

Faltungsausbeuten des kompletten Tailspikeproteins und der  N-terminal  verkürzten Variante  direkt 

vergleichbar sind. Zum Beispiel liegen bei 30 °C die Faltungseffizienzen der TSP-Konstrukte V321A, 

V349A und V498A zwischen 10 % und 20 % und auch die äquivalenten TSPDN-Konstrukte zeigen bei 

32 °C eine verminderte Intensität der Trimerbande (siehe Abb. 3.10). Darüber hinaus falten die Mutan­

ten V125A, V450A und V523A bei 37 °C in beiden Konstrukten produktiv, während für V272A, V321A, 

V349A und V498A kein oder nur sehr wenig (V349A) Trimer gebildet wird. Es ist hervorzuheben, dass 

die Faltungseffizienz der Mutante V498A bei 18 °C im kompletten Tailspikeprotein 91 % der Ausbeute 

des Wildtyps beträgt. Dies zeigt, dass bei einer geringen Temperatur V498A produktiv Trimer bilden 

kann.
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T [°C] V125A V272A V321A V349A V450A V498A V523A wt
18 99.8 ± 5.3 100.7 ± 3.2  98.3 ± 2.5 101.5 ± 2.0 98.9 ± 3.3 90.7 ± 3.5 99.6 ± 0.8 100.0 ± 1.8 

30 104.6 ± 2.6  14.3 ± 3.8 12.1 ± 7.9 77.6 ± 12.4 102.2 ± 2.2 19.1 ± 9.3 98.4 ± 10.7  100.0 ± 5.7  

37 110.9 ± 5.4 2.8 ± 2.5 1.4 ± 1.6 13.4 ± 4.5 70.8 ± 13.3  0.5 ± 0.7  21.5 ± 15.2 100.0 ± 9.9  
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3.2.3 Absorptions- und fluoreszenzspektroskopische Eigenschaften der 
Mutanten

Die strukturelle Integrität der gereinigten TSP- und TSPDN-Punktmutanten wurde mittels Absorptions- 

und Fluoreszenzspektroskopie routinemäßig geprüft. Vor Gebrauch wurden dazu alle Proteinlösungen 

30 Minuten bei 40000 rpm und 4 °C zentrifugiert. Die relative Extinktion der aromatischen Aminosäu­

ren der TSPDN Alanin-Mutanten im Wellenlängenbereich zwischen 250 nm bis 350 nm ist in Abbildung 

3.11 A dargestellt. Durch die eingefügten Mutationen wurde die Anzahl und das Verhältnis der chromo­

phoren  Gruppen der  Proteine  nicht  verändert  (Tabelle  2.4).  Das  Maximum der Spektren liegt  bei 

278 nm. Es dominiert  die Absorption der 7 Tryptophane. Die untersuchten Proteinlösungen waren 

homogen und frei von Aggregaten. Eine durch Lichtstreuung hervorgerufene Schulter im Absorptionss­

pektrum oberhalb von 300 nm ist nicht sichtbar. 

Fluoreszenzspektren der N-terminal verkürzten Tailspikes in nativ gefalteter Konformation finden sich 

in Abbildung 3.11 B. Die Spektren der Varianten TSP, TSPDN und BHX sind im nativen und entfalteten 

Zustand sehr ähnlich. Sie sind, wie in Abbildung 3.2 verdeutlicht, durch 7 (bzw. 6 im BHX-Konstrukt) 

Tryptophane bestimmt, welche im entfalteten Zustand der Polypeptidkette stark durch das Lösungs­

mittel gequencht werden. Die Form der Spektren ist durch die Emission der Tryptophane hervorgeru­

fen, welche im gefalteten Zustand nur teilweise lösungsmittelexponiert sind. Eine Schulter im Maxi­

mum der Tyrosinfluoreszenz bei 304 nm kann nur im entfalteten Zustand des Polypeptids beobachtet 

werden (s. Abb. 3.13 A). In nativer Konformation wird die Energie der 21 Tyrosine auf die Tryptophane 

transferiert. Die einheitliche Form der Spektren verdeutlicht die wildtyp-ähnliche, native Tertiärstruktur 

der Punktmutanten. Identische bzw. ähnliche Absorptions- und Fluoreszenzemissionsspektren wurden 

auch für Mutanten der Leucin-Reihe und für die Volllängen-Konstrukte aufgenommen (Daten nicht 

gezeigt).

Abbildung  3.11:  Absorptions- und  Fluoreszenzemissionsspektren  der  TSPDN-Konstrukte.  A)  Die 

Absorptionsspektren der Alanin-Mutanten wurden bei Raumtemperatur in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 und einer Protein­

konzentration von 5 mg/ml in Quarzglasküvetten mit einer  Schichtdicke von 1 mm aufgezeichnet.  Spektren wurden auf die 

Absorption im Maximum bei 278 nm normiert.  B) Normierte Fluoreszenzemissionsspektren von nativen Proteinlösungen in 

50 mM NaP, 1 mM EDTA, pH 7.0 bei 10 °C. Die Proteinkonzentration war 10 µg/ml und die Anregungswelllenlänge der Fluores­

zenz 280 nm. 
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3.2.4 Temperaturabhängigkeit der Faltung in vitro

In vitro wurden die Ausbeuten der Rückfaltung der Stapelungsmutanten mit gereinigtem Tailspikepro­

tein  bei  Temperaturen von 10 °C bis 45 °C untersucht.  Die  Proteine wurden dazu für mindestens 

30 Minuten in 5 M sauren Harnstoff bei 25 °C entfaltet und ihre Rückfaltung wurde durch Verdünnen 

(1:100) in temperierten Phosphatpuffer in Gegenwart von EDTA und DTE initiiert. Die Proteinkonzen­

trationen in den Ansätzen betrug 10 µg/ml und die Restkonzentration an Harnstoff war 50 mM. Die 

Mutanten einer Reihe und der Wildtyp wurden jeweils parallel in einem Experiment untersucht. Nach 

einer Inkubationszeit von 72 h wurden die Proben mit SDS-PAGE und Silberfärbung analysiert. Mono­

mer- und Trimeranteile wurden densitometrisch bestimmt. Die Halbwertszeit der geschwindigkeitsbe­

stimmenden Trimerreifung ist  temperaturabhängig und liegt  bei 10 °C in einer Größenordnung von 

etwa 10 Stunden, während sie bei bei 25 °C nur circa 30 Minuten beträgt (Danner & Seckler, 1993). 

Abbildung 3.12: Temperaturabhängigkeit der in vitro Faltungsausbeuten der TSPDN-Konstrukte. A) 

Silber-gefärbte SDS-Gele der Rückfaltung der Mutanten V498A und V498L und des Wildtyps. Pro Tasche wurden 60 ng TSPDN 

geladen. T: Nativkontrolle, die nicht in Harnstoff entfaltet, sondern direkt in den Rückfaltungspuffer verdünnt wurde und für 72 h 

bei 40 °C inkubierte = 100 % Trimer. M: Nativkontrolle, die durch Hitzedenaturierung entfaltet wurde = 100 % Monomer.  B) 

Prozentualer Anteil des Trimers nach Rückfaltung im Temperaturbereich von 10 °C bis 45 °C. Für jede Reihe wurden drei unab­

hängige Messungen durchgeführt. Hier sind die Mittelwerte von ● wt, ● V125, ● V272, ● V321, ● V349, ● V450, ● V498 und ● 

V523 abgebildet. Standardabweichungen sind zur Übersichtlichkeit nur für den Wildtyp angegeben, allerdings sind Mittelwerte 

und Standardabweichungen aller Messungen in der Tabelle A2 im Anhang zusammengestellt.
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Abbildung  3.12 A zeigt  10 %ige  SDS-Gele  von  Rückfaltungsexperimenten  des  Wildtyps  und  der 

Mutanten V498A und V498L.  Mit  steigender Temperatur  sind die  Ausbeuten an korrekt  gefalteten 

Trimer vermindert. Bei 45 °C ist in keiner Probe natives Tailspikeprotein mittels Silberfärbung mehr 

nachzuweisen, und der Großteil des eingesetzten Proteins bildet die Monomerbande. Dies zeigt, dass 

die Entfaltungsreaktion in saurem Harnstoff vollständig passierte, und dass die Trimerreifung bei 45 °C 

unterbunden ist, bzw. dass das Protein nicht-native Oligomere oder Aggregate bildet oder weiterhin in 

monomerer Form vorliegt. Bei einer Versuchstemperatur von 10 °C falten alle Mutanten und der Wild­

typ zurück in die trimere SDS-resistente Form (Abb. 3.12 B). Die Ausbeuten der in vitro Rückfaltung 

bei 10 °C liegen zwischen ~75 % für den Wildtyp und ~50 % für V498A und V125L. Bei 40 °C bilden 

nur V125A und der Wildtyp signifikante Mengen an reifen Trimer. 

Auch  in vitro reifen Mutanten der L-Reihe effektiver als Mutanten der A-Reihe. Bei 30 °C sind die 

Ausbeuten der Leucin-Mutanten relativ zum Wildtyp deutlich höher als die der Alanin-Mutanten. Die 

Mutanten V125L und V498A falten am wenigsten effektiv. Ihre Ausbeuten sind über den gesamten 

Temperaturbereich vermindert und schon bei 30 °C wird die Reifung von V498A unterbunden. Für 

V498A wurden geringe Faltungsausbeuten auch in vivo beobachtet (s. Tabelle 3.2). V125L hingegen 

faltet in vivo mit wildtyp-ähnlicher Effizienz und bildet, wenn auch mit sehr niedriger Ausbeute, selbst 

bei einer Expressionstemperatur von 39 °C SDS-resistente Trimere. Bei 30 °C falten V125A, V349A, 

V450A, V272L, V349L, V498L und V523L wildtyp-ähnlich. Die Ausbeuten von V272A, V321A, V498A, 

V523A, V125L, V321L und V450L sind signifikant niedriger. 

Nach  Abbildung  3.12 B  können  die  Faltungseffizienzen  der  Mutanten  in  folgende  Reihenfolgen 

gebracht werden: wt > V125A > V450A > V349A > V523A > V321A > V272A > V498A und wt > V498L 

> V272L > V523L > V349L > V321L > V125L > V450L. Für die Alanin-Reihe sind die Temperaturab­

hängigkeiten der in vivo und in vitro Faltungsausbeuten direkt vergleichbar. Auch für die Leucin-Reihe 

stimmen die Ergebnisse, abgesehen von dem hohen Expressionslevel der Mutante V125L, tendenziell 

überein.

Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass es das Tailspikesystem ermöglicht,  Proteinfaltung  in  

vivo und in vitro vergleichend zu untersuchen. Obwohl die Bedingungen im Hinblick auf Effekte wie 

molecular  crowding oder  kotranslationelle  Faltung  kaum unterschiedlicher  sein  könnten,  sind  der 

Faltungsweg (Goldenberg & King, 1982, Fuchs et al., 1991) und die Auswirkungen einzelner Punktmu­

tationen einheitlich.

3.2.5 Faltungskinetiken auf Monomerebene

Der zeitliche Verlauf der Rückfaltungsreaktion der TSPDN-Konstrukte wurde fluoreszenzspektrosko­

pisch bei 10 °C und 25 °C untersucht. Bei Rückfaltung des Proteins werden die Aromaten in hydro­

phober Umgebung abgeschirmt, sodass die Quantenausbeute etwa um ein dreifaches zunimmt und 

das Intensitätsmaximum von 353 nm zu kleineren Wellenlängen verschoben wird (Abb. 3.13 A). Tryp­

tophan W640 befindet sich in der "Schwanzflosse" des Tailspikeproteins, alle anderen hingegen in der 

b-Helix Domäne. Da keines der Tryptophane an den Kontaktflächen zwischen den Untereinheiten 
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lokalisiert ist, konnte die Trimerassoziation mittels Fluoreszenz nicht verfolgt werden. Die Signalverläu­

fe und Raten der Faltung von BHX und TSPDN sind sehr ähnlich, es wird die Monomerfaltung detek­

tiert  (vgl. Abschnitt 3.1.3),  (Fuchs et al., 1991,  Danner et al., 1993, Miller et al., 1998a,  Miller et al., 

1998b). 

Abbildung 3.13: Struktur und Rückfaltung von TSPDN-Wildtyp und den Mutanten der A-Reihe bei 

25 °C. A) Fluoreszenzemissionsspektren des  in 5 M Harnstoff, 50 mM NaP, 1 mM EDTA, 1 mM DTE, pH >3.0 entfalteten 

TSPDN wt (den) nach Anregung bei 280 nm. Und Spektren von TSPDN wt (ren) und den Mutanten der Alanin-Reihe im Gleich­

gewicht nach Rückfaltung in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, 1 mM DTE, pH 7.0. B) Renaturierungskinetik von TSPDN wt. Die Fluo­

reszenz wurde bei 280 nm angeregt und die Emission bei 342 nm detektiert. Der Verlauf der Kinetik kann durch eine einphasi­

ge Exponentialfunktion nach Gleichung 2.13 beschrieben werden (–). Die Residuen der Anpassung sind im unterstehenden 

Graphen dargestellt. Proteinkonzentrationen waren 10 µg/ml.

Zur Untersuchung der Kinetik der Rückfaltung wurden die TSPDN-Mutanten und der Wildtyp in 5 M 

Harnstoff, pH 2.9-3.0 entfaltet. Anschließend wurde die Faltungsreaktion manuell durch Verdünnen in 

temperierten Rückfaltungspuffer initiiert. Die Proteinkonzentration im Ansatz betrug 10 µg/ml und die 

Restkonzentration an Harnstoff  etwa 50 mM. Die  Reaktion wurde nach Anregung bei  280 nm bei 

342 nm detektiert.

Innerhalb der experimentellen Totzeit (3 bis 8 Sekunden) war für das Wildtypprotein ein Sprung in der 

Signalamplitude zu verzeichnen, welcher bei 10 °C etwa 40 % und bei 25 °C etwa 55 % der gesamten 

Signaländerung  ausmacht.  Solche  Intensitätssprünge  sind  häufig  ein  Indiz  für  die  Bildung  von 

„on-pathway“ Intermediaten oder wurden, wenn sie sehr schnell waren, als Kollaps der Polypeptidket­

te bei Veränderung des Puffers diskutiert (siehe auch Abschnitt 3.1.3), (Bachmann & Kiefhaber, 2005, 

Schuler, 1998). 

Die  zeitlichen  Signalverläufe  bei  10 °C  und  25 °C  können  monoexponentiell  beschrieben  werden 

(Abbildung 3.13 B). Bei 10 °C ist die apparente Geschwindigkeitskonstante der Faltung des Wildtyps 
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3. Ergebnisse

3.1 * 10-3 ± 0.1 * 10-3 s-1, die Halbwertszeit beträgt 3.7 Minuten und die Amplitude ist 60 %. Dieser Wert 

stimmt mit der von Stefan Miller bestimmten Rate der TSPDN Rückfaltung unter identischen Bedin­

gungen überein  (Miller  et  al.,  1998b).  Bei  25 °C ist  die  apparente  Geschwindigkeitskonstante  der 

Faltung des Wildtypproteins nach monoexponentieller Anpassung des Reaktionsverlaufes 16.6 * 10-3 ± 

1.3 * 10-3 s-1, ihre Halbwertszeit beträgt 0.7 Minuten und die Amplitude 45 %. Die Temperaturerhöhung 

um 15 °C beschleunigt die Entfaltungsrate des Wildtyps um den Faktor 5.4.

Tabelle 3.4 fasst die apparenten Geschwindigkeitskonstanten der Faltung der Stapelungsmutanten bei 

10 °C und 25 °C zusammen. Generell ist zu erkennen, dass die Mutationen sowohl eine Beschleuni­

gung als auch eine Verlangsamung der Monomerfaltung des Tailspikeproteins hervorrufen können. 

V125A, V349A, V450A V523A und V272L falten bei 10 °C und 25 °C mit wildtyp-ähnlichen Raten und 

Signalamplituden. 

Tabelle 3.4 Rückfaltungsraten der TSPDN-Konstrukte bei 10 °C und 25 °C.
a Amplitude der detektierten Signaländerung relativ zum Signal der Denaturiertkontrolle, siehe 2.4.4.
b  Auf die Rate des Wildtypproteins normiert.

Eine  gegenüber  dem Wildtyp  verminderte  Faltungsrate  ist  bei  den  Mutanten  V272A,  V321A und 

V125L zu beobachten. Schon bei 10 °C falten alle drei Mutanten langsamer als das Wildtypprotein. 

Dabei  zeigt  V125L mit  einer  Halbwertszeit  von 5.7  Minuten den stärksten Effekt.  Ihre  Faltung ist 
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A-Reihe 10 °C

L-Reihe 10 °C

25 °C

25 °C

Protein SD

[%] ±  [min]

wt 3.1 0.1 60 1.00 0.05 3.7

V125A 3.0 0.1 59 0.96 0.02 3.8

V272A 2.3 0.2 55 0.73 0.06 5.0

V321A 2.5 0.2 59 0.80 0.07 4.6

V349A 3.3 0.0 61 1.06 0.01 3.5

V450A 3.9 0.1 55 1.24 0.03 3.0

V498A 4.5 0.1 56 1.44 0.05 2.6

V523A 3.4 0.1 61 1.08 0.04 3.4

103*k ba k n.b SD k n.b t
1/2

[s-1] 103*k [s-1]

Protein SD

[%] ±  [min]

wt 16.6 1.3 45 1.00 0.08 0.7

V125A 16.1 0.4 47 0.97 0.03 0.7

V272A 5.1 0.2 28 0.31 0.01 2.3

V321A 6.6 0.3 36 0.40 0.02 1.7

V349A 16.9 0.4 44 1.02 0.02 0.7

V450A 18.6 1.4 43 1.12 0.08 0.6

V498A 22.6 0.6 41 1.36 0.04 0.5

V523A 18.5 0.4 43 1.11 0.03 0.6

103*k ba k n.b SD k n.b t
1/2

[s-1] 103*k [s-1]

Protein SD

[%] ±  [min]

wt 3.1 0.1 60 1.00 0.05 3.7

V125L 2.0 0.2 54 0.64 0.05 5.7

V272L 3.2 0.3 56 1.03 0.09 3.6

V321L 3.7 0.2 74 1.17 0.05 3.1

V349L 4.6 0.3 53 1.48 0.10 2.5

V450L 3.5 0.1 54 1.13 0.03 3.3

V498L 4.0 0.6 63 1.28 0.20 2.9

V523L 3.8 0.2 59 1.20 0.07 3.1

103*k ba k n.b SD k n.b t
1/2

[s-1] 103*k [s-1]

Protein SD

[%] ±  [min]

wt 16.6 1.3 45 1.00 0.08 0.7

V125L 10.5 1.1 37 0.63 0.07 1.1

V272L 16.0 0.2 45 0.96 0.01 0.7

V321L 16.8 0.4 43 1.01 0.02 0.7

V349L 19.0 0.4 38 1.14 0.02 0.6

V450L 21.1 0.1 47 1.27 0.01 0.5

V498L 20.5 0.3 48 1.23 0.02 0.6

V523L 24.1 0.9 48 1.45 0.05 0.5

103*k ba k n.b SD k n.b t
1/2

[s-1] 103*k [s-1]



3. Ergebnisse

1.6fach langsamer als die des Wildtyps. Die Raten von V272A und V321A sind jeweils circa 1.4fach 

und 1.3fach verlangsamt. Bei Temperaturerhöhung auf 25 °C bleibt der Unterschied zwischen Wildtyp 

und V125L konstant. Die Temperaturerhöhung beschleunigt die Rate von V125L etwa 5.2fach. Die 

Raten der Mutanten V272A und V321A nehmen jedoch relativ zum Wildtyp weiter ab. Mit Halbwertzei­

ten von 2.3 Minuten und 1.7 Minuten falten beide Mutanten je 3.2fach und 2.5fach langsamer als das 

Wildtypprotein, welches bei 25 °C eine Halbwertszeit von 0.7 Minuten aufweist. Die Amplituden der 

Signaländerungen der Mutanten bei 25 °C fallen mit 28 % (V272A), 36 % (V321A) und 37 % (V125L) 

deutlich geringer aus als die Signalamplitude des Wildtyps (45 %). 

Eine verminderte Rückfaltungsgeschwindigkeit  und die deutliche Abnahme der Signalamplitude bei 

Temperaturerhöhung wurden auch für die „klassischen“ und umfangreich analysierten  tsf-Mutanten 

D238S und G244R beobachtet. D238S faltet bei 10 °C 1.4fach und bei 25 °C 2.1fach schneller als das 

Wildtypprotein. Bei G244R sind die Faktoren relativ zum Wildtyp jeweils 1.2 bei 10 °C und 1.7 bei 

25 °C (Miller et al., 1998b). Die Ausprägung der für die Stapelungsmutanten V272A und V321A beob­

achteten Effekte ist stärker als bei D238S und G244R. Die Kinetiken der Monomerfaltung von V272A 

und V321A sind tsf-ähnlich. Das Faltungsintermediat I ist aufgrund der Substitution der Valine 272 und 

321 gegen Alanine stärker destabilisiert als durch die Mutationen D238S und G244R. I* wird bei hoher 

Temperatur populiert und aggregiert, weshalb die Signalamplituden vermindert sind.

Die Auswirkungen der Mutationen V321L und V349L auf die Faltungskinetiken sind weniger offensicht­

lich. Bei 10 °C falten die Mutanten schneller als das Wildtypprotein und sind bei 25 °C eher wildtyp-

ähnlich. Es fällt auf, dass V349L sowohl bei 10 °C als auch bei 25 °C deutlich niedrigere Signalampli­

tuden als der Wildtyp aufweist. Bei V321L ist die Signalamplitude bei 10 °C mit 74 % um 14 % höher 

als die der Wildtypfaltung, wohingegen sie bei 25 °C in der Größenordnung des Wildtyps liegt. Man 

könnte bei V321L und V349L ein „verstecktes tsf-Verhalten“ erahnen. 

Betrachtet man den Faktor der Beschleunigung der Entfaltungsrate, der durch eine Temperaturerhö­

hung um 15 °C für das jeweilige Protein hervorgerufen wird, ist dieser, wie bereits erwähnt, für den 

Wildtyp 5.4 und liegt für wildtyp-ähnliche Mutanten zwischen 5 und 5.4. Bei den tsf-ähnlichen Mutan­

ten V272A und V321A ist der Faktor mit 2.2 bzw. 2.6 viel kleiner. Bei V321L und V349L beträgt der 

Beschleunigungsfaktor jeweils 4.5 und 4.1, er ist also leicht verringert, was auf eine Destabilisierung 

des Faltungsintermediates I hindeutet. Eine ausführliche Analyse der Temperaturabhängigkeiten der 

Faltungsraten der Mutanten V272A, V321A, V321L und V349L könnte eine Charakterisierung des 

Intermediates I ermöglichen.

Eine deutliche Beschleunigung der Faltungsraten gegenüber dem Wildtyp ist bei beiden Temperaturen 

jeweils für die Mutanten V498A, V498L und V523L sichtbar. V498A faltet etwa 1.4fach und V498L circa 

1.2fach schneller als das Wildtypprotein. Der Faktor der Beschleunigung der Faltungsrate bei Tempe­

raturerhöhung bleibt mit 5.0 und 5.1 für beide Mutanten wildtyp-ähnlich. Die Faltungsgeschwindigkei­

ten von V450A und V523L nehmen bei Temperaturanstieg zu. V450A faltet bei 10 °C mit wildtyp-ähnli­

cher Geschwindigkeit und bei 25 °C circa 1.3fach schneller. Die Faltung von V523L ist um 1.2fach bei 

10 °C bzw. 1.4fach bei 25 °C beschleunigt. Die Beschleunigungsfaktoren sind jeweils 6.0 und 6.3. Die 
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Mutationen könnten I  stabilisieren und eine produktivere  Faltung ermöglichen.  Bei  25 °C sind die 

Signalamplituden von V450L, V498L und V523L etwas höher als die Amplitude des Wildtyps.

Abbildung  3.13 A stellt  normierte  Emissionsspektren  der  Mutanten  der  Alanin-Reihe  dar,  welche 

jeweils am Endpunkt der Faltungskinetiken aufgenommen wurden. Entsprechende Emissionsspektren 

der Mutanten der Leucin-Reihe sind deckungsgleich und ebenso ein analog normiertes Spektrum des 

nativen  Tailspiketrimers.  Die  Maxima  und  Formen der  Spektren  stimmen überein,  d.h.,  dass  alle 

zurück gefalteten Proteine eine sehr ähnliche Tertiärstruktur haben bzw. in nativer Konformation vorlie­

gen.

3.2.6 Assoziation der Monomere – Hybridisierungsexperimente von TSPDN wt 
und V498A mit der Ladungsmutante G244R

Im Vergleich zum Wildtyp weist die tsf-Mutante G244R aufgrund ihrer zusätzlichen positiven Ladung 

ein  verzögertes Migrationsverhalten bei  SDS-PAGE auf.  Werden Rückfaltungsansätze von G244R 

beispielsweise mit dem Wildtypprotein gemischt, bilden sich G244R/Wildtyp-Hybride, deren Laufge­

schwindigkeit durch die jeweiligen Anteile der beiden Konstrukte (1:2 oder 2:1) im Trimer bedingt ist. 

Bei  Mischung von Reaktionsansätzen nach  verschiedenen Inkubationszeiten,  kann  hierdurch eine 

Kinetik der Untereinheitenassoziation verfolgt werden, da Trimere nicht dissoziieren (Danner & Seck­

ler, 1993). 

Die Assoziationskinetik der Untereinheiten wurde für die Mutante V498A bei 10 °C untersucht und mit 

dem TSPDN Wildtypprotein  verglichen.  Wie in  den  vorhergehenden Abschnitten  gezeigt,  sind  die 

Ausbeuten der Faltung von V498A in vivo und in vitro stark verringert. Ihre Faltungskinetik auf Mono­

merebene ist jedoch, sowohl bei 10 °C als auch bei 25 °C etwa 1.4fach schneller als die Rate des 

Wildtyps. Dies legt nahe, dass ein Alanin an Position 498 einen späteren Schritt im Reifungsprozess 

des  Tailspikeproteins  signifikant  beeinflusst  und  hierdurch  die  Faltungseffizienz  auf  Trimerebene 

verringert. Im Gegensatz dazu steigert ein Leucin an Position 498 die Faltungsausbeuten in vivo.  In 

vitro ist die Faltungseffizienz nur geringfügig gegenüber dem Wildtyp vermindert. 

G244R und V498A bzw. TSPDN wt wurden bei einer Konzentration von 2 mg/ml in 5 M sauren Harn­

stoff bei 25 °C vollständig entfaltet. Zur Rückfaltung wurden 10 µl der Proteine in je 990 µl auf 10 °C 

temperierten Rückfaltungspuffer verdünnt, sodass die Restkonzentration an Harnstoff in den Ansätzen 

50 mM und die Konzentration des Proteins 20 µg/ml war. Zu verschiedenen Zeiten nach Einleitung der 

Rückfaltung wurden G244R und V498A bzw.  Wildtyp zu gleichen Verhältnissen gemischt.  Proben 

wurden weiterhin für 72 h bei 10 °C inkubiert, bis die Trimerreifung abgeschlossen war. Die Ansätze 

wurden mittels SDS-PAGE getrennt, mit Silber gefärbt und densitometrisch ausgewertet. 
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Abbildung 3.14 Hybridisierung von TSPDN wt und V498A mit der Ladungsmutante G244R bei 10 °C. 

A) 10 %iges SDS-Gel der Hybridbildung. 2 mg/ml G244R und wt oder V498A wurden in 5 M saurem Harnstoff bei 25 °C entfal­

tet. Die Rückfaltung wurde parallel durch Verdünnen in Rückfaltungspuffer bei 10 °C initiiert. Je 50 µl der Rückfaltungsansätze 

wurden nach verschieden Zeiten gemischt und für weitere 72 h bei 10 °C inkubiert. Homotrimere und Hybride können elektro­

phoretisch getrennt und densitometrisch analysiert werden. B) Zunahme der Homotrimere mit der Zeit. Intensitäten wurden auf 

die Bande des entsprechenden Homotrimers einer Kontrolle normiert,  die nach 72 h (4320 min)  gemischt wurde (= 100 % 

mögliches Homotrimer).  Wildtyp  ● und G244R ○, eines gemeinsamen Hybridisierungsansatzes. V498A ■ und G244R  □ im 

gemeinsamen Ansatz. Abgebildet sind Mittelwerte und Standardabweichungen aus 3 bis 5 Experimenten pro Datenpunkt.

In Abbildung 3.14 A ist ein SDS-Gel der Untereinheitenassoziation von G244R und V498A abgebildet. 

Ausbeuten in den Rückfaltungsansätzen von V498A und G244R, die nicht gemischt wurden, sind fast 

identisch. Bei Mischung der Reaktionsansätze nach steigenden Inkubationszeiten nehmen die Homo­

trimerbanden zu  und  die  Hybridbanden ab.  In  Abbildung 3.14 B sind die  prozentualen Anteile  an 

Homotrimer von G244R, V498A und Wildtyp gegen die Zeit aufgetragen. Zwar sind die Fehlerbalken 

der abgebildeten Mittelwerte recht groß, doch ist deutlich erkennbar, dass die Zusammenlagerung der 

Untereinheiten von V498A gegenüber dem Wildtyp und G244R verlangsamt ist. Die Halbwertszeiten 

der Assoziation von G244R und Wildtyp liegen unter den hier verwendeten Bedingungen bei circa 

20 Minuten. Die Homotrimerbildung von V498A vollzieht sich verlangsamt mit einer Halbwertszeit von 

etwa 120 Minuten. Valin 498 liegt in Windung 12 am C-terminalen Ende der b-Helix. 
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3.3. Einfluss der Seitenkettenstapelung auf die kinetische 
Stabilität des Tailspiketrimers

Das P22 Tailspikeprotein ist sehr stabil, so liegt beispielsweise der Schmelzpunkt des reifen Trimers 

bei etwa 88 °C (Sargent et al., 1988,  Sturtevant et al., 1989). Das native Protein ist resistent gegen 

das Detergenz Natriumdodecylsulfat bei Raumtemperatur und den Verdau durch Proteasen. Da der 

Faltungs- und Assoziationsprozess des Trimers komplex und nicht vollständig reversibel ist, ist die 

Bestimmung der freien Stabilisierungsenthalpie DG0 des Proteins nicht möglich. Beispielsweise weisen 

chemisch-induzierte Gleichgewichtsübergänge eine deutliche Hysterese zwischen Faltung und Entfal­

tung  auf  (Fuchs  et  al.,  1991). Weiterhin  aggregiert  das  Protein  bei  Messung  von  thermischen 

Schmelzkurven  irreversibel  (Sturtevant  et  al.,  1989,  Miller  et  al.,  1998b).  Eine  Denaturierungsmit­

tel-abhängige Analyse der kinetischen Faltungs- und Entfaltungsraten stellt  prinzipiell  eine weitere 

Möglichkeit zur Bestimmung von DG0 dar. Das Fluoreszenzsignal der GdmHCl-induzierten Entfaltung 

des Tailspikeproteins ist einphasig, jedoch verlaufen Faltung des Monomers, Assoziation der Unterein­

heiten und Trimerreifung über verschiedene intermediäre Strukturen, von denen nicht alle spektrosko­

pisch auflösbar sind (Fuchs et al., 1991, Danner et al., 1993, Miller, 1995). Thermodynamische Stabili­

tätsparameter,  sind  somit  nicht  zugänglich  und  die  Proteinstabilität  kann  nur  indirekt  untersucht 

werden. Danner, Miller und Schuler zeigten, dass erhöhte oder verminderte Entfaltungsraten mit tsf-  

bzw. su-Phänotypen und den thermodynamischen Stabilitäten dieser Mutanten korrelieren (Danner & 

Seckler, 1993, Miller et al., 1998b, Schuler & Seckler, 1998).

Die kinetischen Stabilitäten der Stapelungsmutanten der Alanin- und Leucin-Reihe wurden im Kontext 

des N-terminal verkürzten Tailspiketrimers (TSPDN) untersucht, indem Entfaltungskinetiken bei 71 °C 

in Gegenwart von SDS und GdmHCl-induziert bei 25 °C beobachtet wurden. Weiterhin wurden die 

Substitutionen V125A und V125L, die in der capping-Region (120-142) der b-Helix Domäne lokalisiert 

sind, im kompletten Tailspikeprotein (TSP) analysiert. Ergebnisse dieser Analysen werden am Ende 

des Kapitels zusammengetragen und verglichen.

3.3.1 Thermische Denaturierung der TSPDN-Konstrukte bei 71 °C in Gegenwart 
von 2 % SDS

Die Messung von Entfaltungskinetiken bei hohen Temperaturen in Gegenwart von SDS ermöglichen 

es, den Einfluss von Mutationen auf die kinetische Stabilität zu vergleichen (Miller et al., 1998b). Dabei 

verhindert die Zugabe von SDS Aggregatbildung über teilentfaltete Strukturen und die Rückfaltungsre­

aktion. 

Entfaltungskinetiken der TSPDN-Mutanten und des Wildtyps wurden bei 71°C und 2 % SDS durchge­
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führt. Bei dieser Temperatur ist es möglich, den zeitlichen Verlauf schnell und langsam entfaltender 

Mutanten parallel  in  einer  sinnvollen Auflösung zu verfolgen.  Der Zerfall  des Trimers wurde nach 

unterschiedlichen Zeiten durch Transfer der Reaktionsgefäße in ein Eisbad gestoppt. SDS-resistentes 

Trimer wurde vom denaturierten Monomer mittels SDS-PAGE getrennt, und die Proteinbanden wurden 

nach Coomassie-Färbung densitometrisch quantifiziert (Abb. 3.15 A). Abbildung 3.15 B zeigt die zeit­

abhängige Zunahme der Intensität der Monomerbande aller Mutanten der Alanin- und Leucin-Reihe. 

Die abgebildeten Datenpunkte sind Mittelwerte aus drei unabhängigen Messreihen, bei denen alle 

Mutanten einer Reihe und der Wildtyp zur Vergleichbarkeit parallel untersucht wurden.

Abbildung 3.15: Entfaltungskinetiken der TSPDN-Konstrukte bei 71 °C und 2 % SDS. A) 10 %ige SDS-

PAGE der  Entfaltung des  Wildtyps  und der  Mutante  V125L.  Nach unterschiedlichen Zeiten  wurde die  Entfaltungsreaktion 

gestoppt und die beiden Spezies gelektrophoretisch getrennt. B) Kinetiken der Monomerbildung der Alanin- und Leucin-Reihen 

von ● wt, ● V125, ● V272, ● V321, ● V349, ● V450, ● V498 und ● V523. Dargestellt sind Mittelwerte aus drei Messungen. Zur 

Übersichtlichkeit  ist  die Standardabweichung nur für  den Wildtyp angegeben.  Mittelwerte und Standardabweichungen aller 

Datenpunkte sind jedoch in den Tabellen A3 im Anhang aufgelistet. Die Monomerzunahme wurde mit Gleichung 2.18 gefittet; 

die Regressionskurven sind als Linien dargestellt. 

Die Bildung des Monomers kann durch eine einphasige Exponentialfunktion nach Gleichung 2.18 

beschrieben werden. Die Geschwindigkeitskonstanten kDenat der Reaktionen sind in Tabelle 3.5 aufge­

listet. Der Wildtyp des N-terminal verkürzten Tailspikeproteins entfaltet bei 71 °C mit einer Rate von 
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0.01 ± 0.0004 min-1. Dies entspricht einer Halbwertszeit von 70 Minuten. Miller und Schuler hatten bei 

71 °C (in Tris/HCl-Puffer pH 7.0 bei 25 °C, das entspricht circa pH 5.5 bei 71 °C) Halbwertszeiten von 

13 Minuten bzw. 50 Minuten bestimmt  (Miller et al., 1998b,  Schuler et al., 2000). Dies verdeutlicht, 

dass nur kleine Temperaturschwankungen zu deutlich unterschiedlichen Raten führen, was zum einen 

die starke Temperaturabhängigkeit der Entfaltung und zum anderen die Sensitivität der Ergebnisse 

gegenüber geringfügig unterschiedlichen Versuchsbedingungen hervorhebt.

Tabelle 3.5: Geschwindigkeitskonstanten der Entfaltung der TSPDN-Konstrukte (109-666) bei 71 °C 

und 2 % SDS.
a Entfaltungsraten auf die Geschwindigkeit des Wildtyps normiert.
b DDG‡ = -RT*ln kMutante/kWildtyp, siehe Abschnitt 2.6.5.

Fast alle Mutanten entfalten schneller als der Wildtyp. Den stärksten Effekt zeigt V125L, deren Entfal­

tung mit einer Halbwertszeit von circa 2 Minuten um den Faktor 30 beschleunigt ist. Die Entfaltungsge­

schwindigkeiten der Mutanten V349L und V450A sind mit Halbwertszeiten von jeweils 7 und 14 Minu­

ten um das 10fache bzw. 5fache schneller. Die Mutanten V125A, V349A, V498A, V321L, V498L und 

V523L entfalten etwa doppelt so schnell wie der Wildtyp. Entfaltungsraten von V272A, V321A, V523A, 

V272L und  V450L sind  wildtyp-ähnlich.  Im  Verglich  hierzu  denaturieren  die  stark  destabilisierten 

tsf-Mutanten  G244R  und  D238S  bei  68 °C  etwa  10fach  schneller  als  der  Wildtyp,  während  die 

su-Mutante  V331A bei  71 °C 5fach langsamer als  der  Wildtyp entfaltet  (Miller  et  al.,  1998b).  Der 

Austausch des Valins an Position 125 gegen ein Leucin löst den stärksten bisher untersuchten Anstieg 

der Entfaltungsrate bei thermischer Denaturierung aus. Die Destabilisierung von V450A liegt in der 

Größenordnung von G244R und D238S.

Aus den Verhältnissen der Geschwindigkeitskonstanten der thermischen Entfaltung des Wildtyps und 
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Protein SD SD norm. Halbwertszeit

± ±  [min] ±

0.0099 0.0004 1.00 0.04 70 – –

V125A 0.0219 0.0010 2.2 0.1 32 -2.3 0.2

V272A 0.0137 0.0006 1.4 0.1 51 -0.9 0.2

V321A 0.0081 0.0003 0.82 0.03 86 0.6 0.2

V349A 0.0179 0.0011 1.8 0.1 39 -1.7 0.2

V450A 0.0494 0.0020 5.0 0.2 14 -4.6 0.2

V498A 0.0158 0.0011 1.6 0.1 44 -1.3 0.2

V523A 0.0088 0.0004 0.89 0.04 79 0.3 0.2

V125L 0.3012 0.0267 30.4 2.7 2 -9.8 0.3

V272L 0.0105 0.0004 1.06 0.04 66 -0.2 0.2

V321L 0.0217 0.0010 2.2 0.1 32 -2.3 0.2

V349L 0.1004 0.0044 10.1 0.4 7 -6.6 0.2

V450L 0.0148 0.0008 1.5 0.1 47 -1.2 0.2

V498L 0.0251 0.0019 2.5 0.2 28 -2.7 0.2

V523L 0.0269 0.0012 2.7 0.1 26 -2.9 0.2

k
Denat

 k
Denat

 norm.a D D G
U

‡  b Fehler D D G
U

‡ 

[min-1] [min-1] [kJ mol-1]

D N wt
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der Mutanten wurde nach Gleichung 2.20 die durch die Substitution bedingte Änderung der freien 

Energie zwischen dem nativen Zustand und dem Übergangszustand DDGU
‡ berechnet. Die Höhe der 

Aktivierungsbarriere bestimmt die Entfaltungsrate, welche bei Destabilisierung des nativen Zustandes 

oder des Übergangszustandes beschleunigt ist  (Klemm et al., 1991,  Dong et al., 2008). Die Aktivie­

rungsenergien der Entfaltung von V125L und V349L sind mit -9.8 ± 0.3 kJ mol-1 und -6.6 ± 0.2 kJ mol-1 

stark vermindert (Tabelle 3.5).  Eine mäßige Destabilisierung des nativen Zustands oder des Über­

gangszustandes zeigen V125A, V450A, V321L, V498L und V523L. Die Aktivierungsenergie der Entfal­

tung ist für die restlichen Mutanten nur minimal vermindert bzw. wildtyp-ähnlich. V321A und V523A 

sind minimal stabilisiert.

3.3.2 Thermische Denaturierung der TSP-Konstrukte bei 71 °C in Gegenwart 
von 2 % SDS

Um  festzustellen,  ob  sich  die  Stabilitäten  der  N-terminalen  (1-108)  und  C-terminalen  Domänen 

(109-666), besonders im Hinblick auf die capping-Region (120-142), beeinflussen, wurden die Substi­

tutionen V125A und V125L auch in das komplette Tailspikeprotein (1-666) eingefügt. 

Bei thermischen Denaturierungskinetiken entfaltet das Volllängenprotein sequenziell über ein metasta­

biles Intermediat, in welchem die N-terminalen 107 Aminosäuren entfaltet sind, während die C-termi­

nale Domäne gefaltet und trimerisiert vorliegt. SDS-Bindung an den entfalteten N-Terminus führt zu 

einer gesteigerten Mobilität des Intermediates im 7.5 %igen SDS-Gel im Vergleich zum nativen Trimer 

(Abb. 3.16 A). In Abwesenheit von SDS ist die Entfaltung der N-terminalen Domäne reversibel (Chen 

& King, 1991). 

Entfaltungskinetiken  wurden  ebenso  wie  in  Abschnitt 3.3.1  bei  71 °C  und  2 % SDS durchgeführt, 

zudem wurde der TSPDN wt parallel als Referenz verwendet. Der konsekutive Verlauf der Reaktion 

wird  in  Abbildung  3.16  dargestellt.  Die  zeitabhängigen  Verhältnisse  der  drei  kinetischen  Spezies 

wurden global nach den Gleichungen 2.15 bis 2.17 beschrieben. Die Geschwindigkeitskonstanten der 

beiden Phasen sind für den Wildtyp k1 = 0.173 ± 0.007 min-1 und k2 = 0.023 ± 0.001 min-1 (Tabelle 3.6). 

Die Halbwertszeit der Entfaltung der N-terminalen Domäne bei 71 °C beträgt somit 4 Minuten und die 

der C-terminalen Domäne 30 Minuten.  Verglichen mit der sehr stabilen C-terminalen Domäne des 

Proteins ist die N-terminale Domäne sensitiv gegenüber Hitze und SDS. 

Der als Kontrolle mitgeführte TSPDN Wildtyp entfaltet hier mit einer Halbwertszeit von 40 Minuten. Die 

Versuchstemperatur war anscheinend etwas höher als bei den unter 3.3.1 dargestellten Entfaltungski­

netiken der TSPDN-Konstrukte. Wie schon von Miller  (Miller,  1995) beschrieben,  entfaltet TSP bei 

thermischer Denaturierung ebenso schnell wie TSPDN. Ein Vergleich der Geschwindigkeitskonstanten 

k2 und kDenat deutet an, dass die C-terminale Domäne (109-666) im Kontext des Volllängenproteins 

sogar  etwas  instabiler  ist,  bzw.  dass  ihre  Denaturierung  durch  die  entfaltete  Polypeptidkette  am 

N-Terminus beschleunigt wird.
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Abbildung 3.16: Entfaltungskinetiken des kompletten Tailspikeproteins bei 71 °C und 2 % SDS. A) 

7.5%ige SDS-Gele der Entfaltung des Wildtyps und der Mutanten V125A und V125L.  B) Prozentuale Anteile von Trimer  ▲, 

Intermediat ■ und Monomer ● bei Denaturierung. Die Verhältnisse wurden nach dem Modell einer konsekutiven Reaktion erster 

Ordnung analysiert. Regressionslinien: Trimer (- · -) Intermeditat (- - -), Monomer (–). Zur Gegenüberstellung ist der beim Expe­

riment mitgeführte TSPDN wt (●) abgebildet, der mit Gleichung 2.18 gefittet wurde (–). Mittelwerte und Standardabweichungen 

aller Daten sind in Anhang A.4 zu finden.

Die Halbwertszeiten der Entfaltung der N-terminalen Domäne der Mutanten V125A und V125L sind 

mit etwa 4 Minuten dem Wildtyp entsprechend. Beide Mutationen beschleunigen jedoch den Zerfall 

des Intermediates zum Monomer, also k2. Mit Halbwertszeiten von 13 Minuten für V125A und 2 Minu­

ten für V125L sind die Geschwindigkeitskonstanten etwa 2fach bzw. 18fach erhöht. Sowohl Chen und 
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3. Ergebnisse

King als auch Danner und Seckler hatten beobachtet, dass tsf- und su-Mutationen große Effekte auf k2 

haben können, k1 hingegen unbeeinflusst bleibt (Chen & King, 1991, Danner & Seckler, 1993). 

Die Mutation V125A verhält sich in den Konstrukten TSP und TSPDN analog. Die entsprechenden 

Geschwindigkeitskonstanten k2 und kDenat sind in beiden Fällen circa doppelt  so hoch wie  die des 

jeweiligen Wildtyps.  Bei  V125L DN ist  kDenat. verglichen mit  dem Wildtyp 30fach erhöht  und k2 bei 

V125L TSP etwa 18fach beschleunigt. Allerdings sind bei der schnellen Entfaltung von V125L TSP die 

Mittelwerte  für  Trimer  und  Intermediat  mit  hohen  Fehlern  behaftet  (siehe  Tabelle  A3  und  A4  im 

Anhang). 

Die  Ergebnisse  zeigen,  dass  im  Kontext  des  Volllängenproteins  die  Entfaltung  der  N-terminalen 

Domäne nicht von der Stabilität der C-terminalen Domäne beeinflusst ist und umgekehrt. 

Zudem wurde bei den Untersuchungen deutlich, dass die von Miller und Schuler beobachtete zweimi­

nütige Verzögerung der Entfaltung, welche als Aufheizdauer des Systems im Wasserbad diskutiert 

wurde, durch die Empfindlichkeit der Coomassie-Färbung bedingt ist, da geringe Mengen an Monomer 

zu Beginn der Kinetik mit Coomassie nicht nachgewiesen werden können. Für die Mutante V125L, die 

rapide entfaltet, ist jedoch die Monomerbande schon nach einer Minute hinreichend stark populiert 

(Abb. 3.15 A). Weiterhin kann durch Silberfärbung das Auftreten des Monomers 0.5 Minuten früher 

detektiert werden als bei Färbung mit Coomassieblau (Daten nicht gezeigt). Zudem ist bei Entfaltung 

des Volllängenproteins das Intermediat und eine Abnahme der Trimerbande schon nach 0.5 Minuten 

sichtbar (Abb. 3.16).

Tabelle 3.6: Geschwindigkeitskonstanten Entfaltung der TSP-Konstrukte (1-666) bei 71 °C und 2 % 

SDS.
a Entfaltungsraten auf die Geschwindigkeit des TSP Wildtyps normiert.
b DDG‡ = -RT*ln kMutante/kWildtyp, siehe Abschnitt 2.6.5.

3.3.3. GdmHCl-induzierte Entfaltungskinetiken von TSP und TSPDN bei verschie­
denen pH-Werten

Bei initialen Denaturierungsexperimenten des N-terminal verkürzten Tailspikeproteins in Guanidinium­

hydrochlorid (GdmHCl) wurde beobachtet, dass die Entfaltungsrate des Proteins pH-abhängig ist. Als 

Basis für die  Analyse von Entfaltungskinetiken der Seitenkettenstapelmutanten wurde deshalb  die 

Denaturierung  des  kompletten  Tailspikeproteins  TSP  und  des  N-terminal  verkürzten  Konstruktes 

TSPDN bei 25 °C pH- und GdmHCl-abhängig untersucht. Die Ergebnisse sind im folgenden darge­
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±  [min] ± ±  [min] ±

TSP wt 0.173 0.007 4 0.023 0.001 1.00 0.04 30

TSP V125A 0.171 0.005 4 0.052 0.002 2.26 0.09 13 -2.4 0.2

TSP V125L 0.190 0.010 4 0.413 0.045 17.96 1.96 2 -8.3 0.3

0.017 0.001 0.75 0.03 40
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stellt.

Die Untersuchung der pH-Abhängigkeit in Gegenwart von Denaturierungsmitteln wie GdmHCl oder 

Harnstoff erfordert eine einheitliche experimentelle Vorgehensweise, um reproduzierbare Ergebnisse 

zu erhalten. Die mit Glasmembranelektroden bestimmten pH-Werte weichen mit steigender Konzen­

tration  des  Denaturierungsmittels  deutlich  von  den  tatsächlichen  pH-Werten  ab  (Garcia-Mira  & 

Sanchez-Ruiz, 2001). So ist beispielsweise der gemessene pH-Wert einer 6 M GdmHCl-Lösung um 

circa 0.8 pH-Einheiten niedriger als der tatsächliche pH-Wert. Im Gegensatz dazu ist bei einer 6 M 

Harnstofflösung der gemessene pH-Wert um 1.5 pH-Einheiten höher als der tatsächliche. Die Abhän­

gigkeit des pH-Wertes von der Denaturierungsmittelkonzentration zeigt einen nicht-linearen Zusam­

menhang (Acevedo et al., 2002). pH-Werte von Denaturierungsmittelpuffern sind beispielsweise unter­

schiedlich, wenn der Puffer durch Verdünnung aus einer hochmolaren Stammlösung hergestellt oder 

direkt  bei  der  gewünschten  Denaturierungsmittelkonzentration  titriert  wurde  (Abbildung 3.17).  Bei 

hohen Cosolvenskonzentrationenen verhalten sich Lösungen nicht mehr ideal und pH-Messungen mit 

Glasmembranelektroden sind fehlerbehaftet. Deshalb wurden die in dieser Arbeit verwendeten Dena­

turierungsmittelpuffer  einheitlich  durch  Verdünnen  aus  8 M  Stammlösungen  hergestellt  (siehe 

Abschnitt 2.1.7).

Abbildung 3.17: Mit einer Glasmembranelektrode bestimmte pH-Werte von GdmHCl-Puffern. GdmHCl-

Lösungen wurden aus einer Stammlösung von 7.025 M GdmHCl, 50 mM NaP, pH 7.2 bei RT und dem analogen Puffer ohne 

Denaturierungsmittel 50 mM NaP, pH 7.2 gemischt. 

Fluoreszenzkinetiken von TSP und TSPDN wurden nach Anregung bei 280 nm bei einer Wellenlänge 

von 342 nm detektiert. Zur Entfaltung wurde natives Protein mit einer Konzentration von 1 mg/ml im 

Verhältnis 1:100 in auf 25 °C temperierten GdmHCl-Puffer verdünnt. TSP wurde bei einer Konzentrati­

on von 7 M GdmHCl und TSPDN bei 5 M entfaltet. Der untersuchte pH-Bereich der Natriumphosphat­

puffer lag zwischen 5.7 und 8.0. 

Abbildung 3.18 A zeigt die Abnahme der Tryptophanfluoreszenz bei Entfaltung von TSP und TSPDN in 

7 M bzw. 5 M GdmHCl-Puffer bei pH 7.0. Keines der sieben Tryptophane in TSP und TSPDN befindet 
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3. Ergebnisse

sich an der Kontaktfläche der drei  Untereinheiten,  weshalb die Signaländerung die Entfaltung des 

Monomers nach Dissoziation des Trimers widerspiegelt (Fuchs et al., 1991, Danner et al., 1993). Die 

bei verschiedenen pH-Werten aufgenommenen Kinetiken sind einphasig und wurden mit einer Expo­

nentialfunktion  nach  Gleichung 2.13  analysiert.  Die  apparenten  Geschwindigkeitskonstanten  der 

Entfaltung bei pH 7.0 sind für TSP 0.0082 ± 0.0004 s-1 und für TSPDN 0.0047 ± 0.0001 s-1, die Halb­

wertszeiten sind somit 1.4 Minuten und 2.5 Minuten. Geschwindigkeitskonstanten und Halbwertszeiten 

bei den pH-Werten sind in Tabelle 3.7 aufgeführt. Graphisch sind die Ergebnisse in Abbildung 3.18 B 

dargestellt.

Abbildung 3.18: Entfaltungskinetiken von TSP und TSPDN in GdmHCl. A) Entfaltung in 7 M GdmHCl (TSP ■) 

bzw. 5 M GdmHCl (TSPDN ▲), 50 mM NaP, 1 mM EDTA, 1 mM DTE bei pH 7.0 und 25 °C. Die Proteinkonzentration der Entfal­

tungsansätze war 10 µg/ml. Kinetiken wurde über die Fluoreszenzemission bei 342 nm detektiert. Der zeitliche Signalverlauf ist 

monoexponentiell beschreibbar (Linien). Die Residuen der  Fits sind in der unterstehenden Abbildung gezeigt.  B) Apparente 

Geschwindigkeitskonstanten von TSP ■ und TSPDN ▲ bei unterschiedlichen pH-Werten. Angegeben sind Mittelwerte aus drei 

Messungen. Standardabweichungen sind klein, sodass Fehlerbalken durch die Symbole verdeckt sind.

Die  Entfaltungsraten  des  Volllängenproteins  TSP  sind  über  den  untersuchten  pH-Bereich  relativ 

einheitlich, was im Hinblick auf die Funktion des Tailspikes als Adhäsionsprotein des Bakteriophagen 

P22 und seinem Vorkommen im extrazellulären Milieu plausibel ist. Das Stabilitätsoptimum liegt bei 

pH 7.0 und das Minimum bei pH 5.7. Deletion der N-terminalen Domäne macht das Protein empfindli­

cher gegenüber hohen pH-Werten in Gegenwart von GdmHCl. Am schnellsten entfaltet TSPDN in 5 M 

GdmHCl und 25 °C bei pH 8.0, am langsamsten bei pH 5.7. Die Halbwertszeiten betragen jeweils 

wenige Sekunden und 3.5 Minuten. Der immense Sprung der Entfaltungsgeschwindigkeiten im Basi­

schen zwischen pH 7.5 und 8.0 wird im pH-Profil (Abbildung 3.18 B) deutlich. Der Protonierungszu­

stand der ionisierbaren Gruppen, welche für die Stabilität relevant sind, ändert sich somit zwischen 

78

Zeit [s]
0 200 400 600 800 1000 1200

S
ig

na
lä

nd
er

un
g 

be
i 3

42
 n

m
 [%

]

0
10
20
30
40
50
60
70
80
90

100

0 200 400 600 800 1000 1200
-2
-1
0
1
2

A

pH

5.5 6.0 6.5 7.0 7.5 8.0

k 
[s

-1
]

0.00
0.02
0.04
0.06
0.08
0.10
0.12
0.14
0.16
0.18

B
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pH 7.5-8.0. pK-Werte der Aminosäuren im gefalteten Protein sind durch ihre kovalente Verknüpfung, 

durch polare Reste in der Umgebung und durch Wasserstoffbrückenbindungen bestimmt. Hohe Salz­

konzentrationen  beeinflussen  die  pK-Werte  der  ionisierbaren  Gruppen  und  deren  elektrostatische 

Interaktionen im gefalteten Protein (Garcia-Mira & Sanchez-Ruiz, 2001).

pH-Wert, Salzkonzentration und Messfehler der pH-Glasmembranelektrode können die Bestimmung 

der Entfaltungsraten der Tailspikevarianten beeinflussen. Da sich diese Faktoren gegenseitig bedin­

gen, kann dieses mehrdimensionale Problem nur durch ein einheitliches experimentelles Vorgehen 

kontrolliert werden.

Tabelle 3.7: pH-Abhängigkeit der Entfaltungsraten von TSP in 7 M GdmHCl und TSPDN in 5 M Gdm-

HCl bei 25 °C. Angegeben sind Mittelwerte mit Standardabweichung aus drei Messungen.

3.3.4. Entfaltungskinetiken von TSP und TSPDN bei verschiedenen GdmHCl-
Konzentrationen

Ebenso wie andere SDS-resistente Proteine (Manning & Colón, 2004) weisen Tailspikeproteine eine 

sehr hohe kinetische Stabilität auf (Freiberg et al., 2003, Barbirz et al., 2009). Da die Aktivierungsener­

gien sehr hoch sind, sind Entfaltungsraten auch in hochmolaren Denaturantlösungen langsam, sodass 

die Proteine regelrecht im gefalteten Zustand gefangen sind. Beispielsweise entfaltet das SDS-resis­

tente Protein Avidin in Abwesenheit  eines Chaotrops mit  einer Halbwertszeit  von 270 Jahren.  Bei 

SDS-sensitiven Proteinen liegen hingegen die Halbwertszeiten in Abwesenheit eines Denaturierungs­

mittels im Minuten- bis Stundenbereich (Manning & Colón, 2004). 

Um die Halbwertszeiten von TSP und TSPDN in Abwesenheit eines Denaturierungsmittels festzustel­

len wurden Entfaltungskinetiken bei steigenden GdmHCl-Konzentrationen bei pH 7.0 untersucht. Die 

durch manuelles Mischen induzierten Kinetiken wurden für das komplette Tailspikeprotein in einem 

Konzentrationsbereich von 6 M bis 8 M GdmHCl detektiert. Kinetiken von TSPDN wurden im Bereich 

von 4.5 M bis 6.5 M aufgenommen. Der Verlauf  der  Entfaltung kann für beide Proteine über  den 

gesamten  Konzentrationsbereich  an  Denaturierungsmittel  durch  eine  monoexponentielle  Funktion 

nach Gleichung 2.13 beschrieben werden (Tabelle 3.8). TSP entfaltet in 6.55 M GdmHCl mit der Rate 

3.5 * 10-3 ± 0.01 * 10-3 s-1 und TSPDN bei 5 M GdmHCl mit 4.8 * 10-3 ± 0.03 * 10-3 s-1. Die Amplituden 
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TSPDN (109 - 666)TSP (1 - 666)
pH SD Halbwertszeit pH SD Halbwertszeit

[min] [min]

5.7 26.87 0.35 0.4 5.7 3.31 0.09 3.5

6 19.95 0.54 0.6 6 3.43 0.03 3.4

6.5 12.95 0.69 0.9 6.5 3.78 0.13 3.1

7 8.22 0.42 1.4 7 4.68 0.11 2.5

7.5 8.56 0.18 1.3 7.5 11.47 0.78 1.0

8 22.52 0.28 0.5 8 163.33 5.48 0.1

103*k 103*k

[s-1] 103*k [s-1] 103*k
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der Signaländerung liegen zwischen 96 % bei langsamer und 67 % bei sehr schneller Entfaltung. Die 

Raten sind weitestgehend mit den bereits für einige Denaturierungsmittelkonzentrationen publizierten 

Raten identisch. Zum Beispiel hatte Danner für die Entfaltung von TSP in 6 M GdmHCl, 50 mM NaP, 

1 mM EDTA, 1 mM DTE pH 7.0 bei 25 °C eine Rate von 1.5 * 10-3 ± 0.1 * 10-3 s-1 bestimmt (Danner & 

Seckler, 1993). Miller hatte für TSPDN in 5 M GdmHCl unter sonst identischen Bedingungen eine Rate 

von 3.9 * 10-3 ± 0.2 * 10-3 s-1 gemessen (Miller, 1995). 

Tabelle 3.8: GdmHCl-Abhängigkeit der Entfaltungsraten von TSP und TSPDN bei pH 7.0 und 25 °C.
a) Amplitude der detektierten Signaländerung relativ zum Signal einer Nativkontrolle (s. 2.4.4).

In Abbildung 3.19 sind die  Logarithmen der apparenten Geschwindigkeitskonstanten der Entfaltung 

von TSP und TSPDN gegen die GdmHCl-Konzentrationen aufgetragen. Der Entfaltungsast des soge­

nannten Chevronplots (lnk vs. [D]) ist für keines der beiden Proteine linear, die Kurven sind in entge­

gengesetzte Richtungen gewölbt.

TSPDN zeigt einen konkav gebogenen Verlauf, d.h. bei niedrigen (4.5 M) und hohen GdmHCl-Konzen­

trationen (6.55 M) ist die Entfaltung langsamer als bei Extrapolation aller Datenpunkte mittels linearer 

Regression zu erwarten wäre. Bei TSP ist die Krümmung konvex. Bei niedrigen (6 M) und ganz hohen 

(8 M) GdmHCl-Konzentrationen ist die Entfaltung schneller als erwartet. Ignoriert man die gekrümmten 

Verläufe der Denaturierungngsmittelabhängikeiten der apparenten Geschwindigkeitskonstanten und 

extrapoliert mit linearer Regression auf 0 M GdmHCl, ergibt sich für TSPDN eine Halbwertszeit der 

Entfaltung von circa 83 Tagen und für TSP eine Halbwertszeit von 4.6 Jahren. TSP ist demnach etwa 

20fach stabiler als die N-terminal verkürzte Variante. Manning und Colón hatten für das Volllängenpro­

tein  TSP  eine  Halbwertszeit  von  13  Jahren  bestimmt,  indem  sie  Geschwindigkeitskonstanten 

zwischen 6 M und 7 M bei 20°C in 25 mM Phosphatpuffer, 0.2 M NaCl pH 7.2 gemessenen und die 

logarithmierten Raten auf 0 M GdmHCl extrapoliert hatten (Manning & Colón, 2004). 

Die Steigungen der Kurvenverläufe für TSPDN und TSP verändern sich mit der Denaturierungsmittel­

konzentration. Bei TSPDN wird die Steigung bei hohen Denaturantkonzentrationen flacher, bei TSP 

wird sie bei hohen Konzentrationen steiler. Dies bedeutet, dass für TSP bei hohen GdmHCl-Konzen­
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TSPDN (109 - 666)TSP (1 - 666)

GdmHCl SD lnk SD

[M] lnk [%] [min]

4.52 1.13 0.02 -6.78 0.017 90 10.2

4.78 2.42 0.02 -6.02 0.007 96 4.8

5.03 4.82 0.03 -5.33 0.007 95 2.4

5.27 8.86 0.18 -4.73 0.021 95 1.3

5.51 15.60 0.01 -4.16 0.001 92 0.7

5.80 27.20 0.21 -3.61 0.008 90 0.4

6.03 40.80 0.09 -3.20 0.002 87 0.3

6.29 60.70 0.08 -2.80 0.001 78 0.2

6.55 86.00 1.83 -2.45 0.021 67 0.1

103*k ba t
1/2

[s-1] 103*k [s-1]

GdmHCl SD lnk SD

[M] lnk [%] [min]

6.02 1.63 0.06 -6.42 0.035 88 7.1

6.28 2.25 0.01 -6.10 0.005 94 5.1

6.55 3.46 0.01 -5.67 0.002 86 3.3

6.78 5.07 0.01 -5.29 0.002 88 2.3

7.03 7.64 0.02 -4.87 0.002 88 1.5

7.31 13.00 0.07 -4.34 0.005 85 0.9

7.54 23.00 0.04 -3.77 0.002 87 0.5

7.79 50.30 0.26 -2.99 0.005 81 0.2

7.99 109.60 0.58 -2.21 0.005 70 0.1

103*k ba t
1/2

[s-1] 103*k [s-1]
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trationen die Entfaltungsgeschwindigkeiten stärker denaturantabhängig sind als bei niedrigen Konzen­

trationen. Extrapolation der Datenpunkte zwischen 6 M bis 7 M GdmHCl auf 0 M GdmHCl würde eine 

geringere Proteinstabilität ergeben als Extrapolation der Daten zwischen 7 M bis 8 M GdmHCl. Bei 

TSPDN ist der Zusammenhang umgekehrt.

Abbildung 3.19: GdmHCl-Abhängigkeit der logarithmierten Entfaltungsraten von TSP und TSPDN. 

Entfaltung von TSP ■ und TSPDN ▲ bei verschiedenen GdmHCl-Konzentrationen in 50 mM NaP, 1 mM EDTA, 1 mM DTE bei 

pH 7.0 und 25 °C. Die Proteinkonzentration der Entfaltungsansätze war 10 µg/ml. Die Symbole stellen Mittelwerte aus drei 

Messungen dar. Die Standardabweichung ist gering, sodass die Fehlerbalken durch die Symbole verdeckt sind.

Die Ergebnisse verdeutlichen, dass GdmHCl und hohe Temperaturen in Gegenwart von SDS unter­

schiedlich  auf  das  Tailspikeprotein  wirken.  Bei  hohen Temperaturen  und  2 % SDS sind TSP und 

TSPDN ähnlich stabil, in Gegenwart von GdmHCl weist TSP jedoch eine deutlich höhere Stabilität auf 

als die N-terminal verkürzte Variante. 

3.3.5 GdmHCl-induzierte Entfaltungskinetiken der TSPDN-Konstrukte

Nach diesen Vorexperimenten wurde die Empfindlichkeit der TSPDN-Mutanten gegenüber dem chemi­

schen Denaturierungsmittel GdmHCl bei 25 °C, pH 7.0 und einer Konzentration von 5 M analysiert. 

Die einphasigen Kinetiken wurden mit Gleichung 2.13 ausgewertet und die Mittelwerte und Standard­

abweichungen aus 3 Messungen werden in den Tabellen 3.9 gezeigt.  Die Entfaltung der Mutante 

V498A kann auch mithilfe einer biexponentiellen Funktion nach Gleichung 2.14 beschrieben werden. 

Die  apparenten Geschwindigkeitskonstanten sind dann k1 = 0.0082 ± 0.0001 s-1 (t1/2 = 1.4  min)  und 

k2 = 0.045 ± 0.002 s-1 (t1/2 = 0.3 min). Die Amplituden der beiden Phasen sind jeweils 73 % und 16 %.

Die meisten Mutanten entfalten in 5 M GdmHCl schneller als der Wildtyp. Äquivalent zur Entfaltung 

durch thermische Denaturierung bei 71 °C und 2 % SDS ist V125L am stärksten destabilisiert; die 

Entfaltungsrate ist gegenüber dem Wildtyp um das 6fache beschleunigt. Bei V498A, V125A, V349L 

und V450A sind  die  Entfaltungsraten jeweils  etwa 2fach,  3fach und 3.5fach  erhöht.  Alle  anderen 

Mutanten verhalten sich wildtyp-ähnlich oder ihre Entfaltungsrate ist minimal verlangsamt.
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3. Ergebnisse

Tabelle 3.9: Entfaltungsraten der TSPDN-Konstrukte in 5 M GdmHCl bei pH 7.0 und 25 °C.
a Amplitude der detektierten Signaländerung relativ zum Signal der Nativkontrolle, siehe 2.4.4.
b DDG‡ = -RT*ln kMutante/kWildtyp, siehe Abschnitt 2.6.5.

Tabelle 3.10: Entfaltungsraten der TSP-Konstrukte in 6.5 M GdmHCl bei pH 7.0 und 25 °C.
a Amplitude der detektierten Signaländerung relativ zum Signal der Nativkontrolle, siehe 2.4.4.
b DDG‡ = -RT*ln kMutante/kWildtyp, siehe Abschnitt 2.6.5.

Die Entfaltung der Mutanten V125A und V125L wurde auch im Kontext des kompletten Tailspikeprote­

ins TSP untersucht. Analog zum Wildtyp kann die Signaländerung der Entfaltung der beiden Mutanten 

in  6.5 M  GdmHCl  monoexponentiell  beschrieben  werden  (Tabelle  3.10).  Aus  den  apparenten 

Geschwindigkeitskonstanten ist ersichtlich, dass V125A ebenso schnell wie der Wildtyp entfaltet. Die 
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A-Reihe

L-Reihe

Protein SD Halbwertszeit

[%] ±  [min] ±

4.56 0.04 90 1.00 0.01 2.5 – –

V125A 12.90 0.21 88 2.83 0.05 0.9 -2.58 0.05

V272A 5.19 0.13 85 1.14 0.03 2.2 -0.32 0.06

V321A 5.10 0.03 92 1.12 0.01 2.3 -0.28 0.03

V349A 6.05 0.04 90 1.33 0.01 1.9 -0.70 0.03

V450A 15.30 0.33 86 3.36 0.07 0.8 -3.00 0.06

V498A 9.71 0.12 83 2.13 0.03 1.2 -1.87 0.04

V523A 3.70 0.04 92 0.81 0.01 3.1 0.52 0.03

103*k ba k auf wt norm. SD k norm. D D G
U

‡ b Fehler D D G
U

‡

[s-1] 103*k [s-1] [kJ mol-1]

D N wt

Protein SD Halbwertszeit

[%] ±  [min] ±

4.56 0.04 90 1.00 0.01 2.5 – –

V125L 26.90 0.33 80 5.90 0.07 0.4 -4.40 0.04

V272L 4.17 0.02 93 0.914 0.004 2.8 0.22 0.03

V321L 8.37 0.10 93 1.84 0.02 1.4 -1.51 0.04

V349L 13.30 0.16 91 2.92 0.04 0.9 -2.65 0.04

V450L 4.25 0.06 90 0.93 0.01 2.7 0.17 0.04

V498L 6.02 0.08 88 1.32 0.02 1.9 -0.69 0.04

V523L 4.11 0.05 86 0.90 0.01 2.8 0.26 0.04

103*k ba k auf wt norm. SD k norm. D D G
U

‡ b Fehler D D G
U

‡

[s-1] 103*k [s-1] [kJ mol-1]

D N wt

Protein SD Halbwertszeit

[%] ±  [min] ±

TSP wt 3.079 0.001 90 1.000 0.0004 3.8 – –

TSP V125A 3.48 0.02 88 1.130 0.006 3.3 -0.30 0.01

TSP V125L 18.00 0.13 85 5.846 0.042 0.6 -4.38 0.02

103*k ba k auf wt norm. SD k norm. D D G
U

‡ b Fehler D D G
U

‡

[s-1] 103*k [s-1] [kJ mol-1]



3. Ergebnisse

Entfaltung von TSP V125L ist deutlich schneller, sodass die Mutante, wie im TSPDN-Kontext, um das 

6fache destabilisiert ist.

Aus den Geschwindigkeitskonstanten der Entfaltung wurden die Unterschiede der Aktivierungsenergi­

en DDGU
‡ zwischen den Mutanten und dem Wildtyp nach Gleichung 2.20 berechnet (siehe Tabelle 3.9 

und 3.10). Die Aktivierungsenergie der Mutante V125L ist in 5 M GdmHCl verglichen mit dem Wildtyp 

um 4.4 kJ mol-1 verringert. Auch die Destabilisierungen der Mutanten V450A, V349L und V125A sind 

mit  DDGU
‡-Werten von jeweils  -3 kJ mol-1,  -2.7 kJ mol-1 und  -2.6 kJ mol-1 deutlich ausgeprägt. V498A 

und V321L sind in  geringem Maße destabilisiert  und alle  weiteren Mutanten haben eine  wildtyp-

entsprechende Aktivierungsenergie der Entfaltung.

3.3.6 Zusammenfassung und Vergleich der Resultate

Miller konnte keinen Zusammenhang zwischen den Denaturierungsgeschwindigkeiten in GdmHCl und 

den thermisch-induzierten Entfaltungsraten, der von ihm untersuchten tsf- und su-Mutanten, feststel­

len. Er schlussfolgerte, dass „[…] sich die Denaturierungsraten in GdmHCl nicht zum Stabilitätsver­

gleich [...]“ eignen (Miller, 1995). In Abbildung 3.20 sind die DDGU
‡-Werte der Stapelungsmutanten aus 

GdmHCl-induzierter Entfaltung und thermischen Denaturierungsexperimenten gegeneinander aufge­

tragen. 

Abbildung 3.20: Unterschiede der Aktivierungsenergien aus thermisch- und chemisch-induzierten 

Entfaltungsexperimenten. DDGU
‡-Werte der TSPDN- ● und TSP-Varianten  ●. Die Korrelation der Datenpunkte wurde 

mittels  linearer  Regression  (–)  analysiert.  Zur  Veranschaulichung  wurden  auch  die  Ergebnisse  von  Stefan  Miller  in  den 

Vergleich  aufgenommen,  bei  der  Regressionsanalyse  aber  nicht  berücksichtigt.  Mutanten mit  su-Phänotyp  sind  als  Δ und 

Mutanten mit tsf-Phänotyp als □ dargestellt. 

Die hier untersuchten Mutanten der TSPDN- und TSP-Varianten verhalten sich hinsichtlich ihrer Stabi­

lität in beiden Experimenten ähnlich. Die Stärke des Zusammenhangs der Daten wurde mittels linearer 

Regression  und  Korrelationsanalyse  bestimmt.  Der  r2-Wert,  das  Bestimmtheitsmaß,  ist  0.75,  die 

Korrelation der  DDGU
‡-Werte ist also hoch.  Zum Vergleich sind außerdem DDGU

‡-Werte der  tsf- und 
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3. Ergebnisse

su-Mutanten  aus  thermischer  und  GdmHCl-induzierter  Entfaltung  in  den  Plot  aufgenommen.  Sie 

wurden bei der Regressionsanalyse nicht berücksichtigt. Die Werte sind aus Ergebnissen von Miller 

berechnet und in Tabelle 3.11 aufgelistet (Miller et al., 1998b, Miller, 1995). Unterschiede der Aktivie­

rungsenergien der  su-  und  tsf-Mutanten GdmHCl-induzierter  Entfaltung streuen um 0 kJ mol-1.  Im 

Gegensatz dazu verhalten sich die Mutanten V331A su, V331G su, G244R tsf und D238S tsf bei ther­

mischer Denaturierung ihren Phänotypen entsprechend stark stabilisierend bzw. destabilisierend.

Beim Vergleich der  DDGU
‡-Werte aus thermischer und GdmHCl-induzierter Entfaltung wird deutlich, 

dass die mit 5 M GdmHCl bei 25 °C bestimmten DDGU
‡-Werte sich weniger stark unterscheiden, Effek­

te von Mutationen deshalb weniger offensichtlich sind. Eine deutlichere Ausprägung der Mutationsef­

fekte ist in thermischen Entfalungsexperimenten bei hohen Temperaturen zu beobachten. Nichtsdesto­

trotz stimmen die Ergebnisse der beiden Methoden überein und erlauben zusammenfassende Erläute­

rung der Beobachtungen.

Tabelle 3.11: DDGU
‡-Werte von TSPDN-Mutanten mit tsf-  und su-Phänotypen.

a berechnet aus von Stefan Miller publizierten Ergebnissen (Miller et al., 1998b).
b berechnet aus von Stefan Miller publizierten Ergebnissen (Miller, 1995).

Die Ergebnisse verdeutlichen, dass destabilisierende Mutationen entlang des gesamten Bereichs der 

isolierten b-Helix Domäne verteilt sind und nicht in einer spezifischen Region lokalisiert. Die kinetische 

Stabilität der Mutante V125L ist sehr stark vermindert. Valin 125 befindet sich in der capping-Region 

am N-Terminus der parallelen b-Helix Domäne. Das Einfügen eines Leucins an diese Position steigert 

die  Entfaltungsrate  bei  thermisch- und  chemisch-induzierter  Denaturierung  enorm.  Die  durch  die 

Substitution ausgelöste Änderung der freien Stabilisierungsenthalpie zwischen dem nativen Zustand 

und dem Übergangszustand der Entfaltung ist -9.8 kJ mol-1 bei Denaturierung bei 71 °C und 2 % SDS 

und  -4.4 kJ mol-1 bei Entfaltung in 5 M GdmHCl und 25 °C. Die native Konformation oder der Über­

gangszustand der Entfaltung ist durch die eingefügte Mutation stark destabilisiert. Zur Orientierung: 

Die freie Stabilisierungsenthalpie  DG0 globulärer Proteine ist relativ gering und liegt zwischen 20 bis 

80 kJ mol-1 (Pfeil,  2001).  Intramolekulare  Wasserstoffbrückenbindungen  und  im  Kern  begrabene 

-CH2-Gruppen  stabilisieren  Proteine  durchschnittlich  um  ~5.4 kJ mol-1 (Shirley  et  al.,  1992,  Pace, 

1992, Dong et al., 2008). 

Substitution des Valins  125 gegen ein Alanin  verringert  die  Aktivierungsenergie  in  einem deutlich 

geringerem Maße (DDGU
‡ 71 °C, 2 % SDS = -2.3 kJ mol-1;  DDGU

‡ 5 M GdmHCl, 25 °C = -2.6 kJ mol-1). 

Position  125  ist  Teil  der  N-terminalen  capping-Region  (120-142),  welche  die  b-Helix-Domäne  an 
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3. Ergebnisse

diesem Ende abschließt.

Auch bei den Mutationen V450A und V349L sind deutliche Effekte in beiden Experimenten sichtbar 

(DDGU
‡ 71 °C, 2 % SDS = -4.6 kJ mol-1;  DDGU

‡ 5 M GdmHCl, 25 °C = -3 kJ mol-1 und  DDGU
‡ 71 °C, 

2 % SDS = -6.6 kJ mol-1;  DDGU
‡ 5 M GdmHCl, 25 °C  = -2.7 kJ mol-1).  Die  Reste  befinden  sich  im 

zentralen Bereich der b-Helix Domäne in den Windungen 7 und 10. Die Mutanten V321L, V498L und 

V523L ist die Aktivierungsenergie bei thermischer Denaturierung mäßig verringert, bei chemisch-indu­

zierter Entfaltung verhalten sie sich jedoch wildtyp-ähnlich. Die restlichen sieben Mutationen haben 

keinen Einfluss auf die Entfaltungsgeschwindigkeiten.
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3.4. Einfluss der Punktmutationen auf die Struktur des 
Tailspiketrimers

Innerhalb der letzten 15 Jahre wurden verschiedene Strukturmodelle der N-terminal verkürzten Varian­

te des P22 Tailspikeproteins und einiger Mutanten veröffentlicht. Diese Strukturen konnten u.a. zum 

Verständnis  der Substratkatalyse und dem Funktionsmechanismus von  tsf- und  su-Mutationen auf 

atomarer Ebene beitragen  (Steinbacher et al.,  1994,  Steinbacher et al.,  1997b,  Baxa et al.,  1999, 

Schuler et al., 2000). Kürzlich ist es Anait Seul und Jürgen Müller gelungen, die Struktur des vollstän­

digen Tailspikeproteins bei einer Auflösung von 1.65 Å zu klären (Seul, 2008). Bisher konnten Struktu­

ren der N-terminalen Capsidbindedomäne (PDB-Code: 1LKT, 5-108, (Steinbacher et al., 1997a)) und 

der  C-terminalen  Rezeptorbindedomäne  TSPDN (PDB-Code:  1TYV,  113-666,  (Steinbacher  et  al., 

1994))  nur  separat  gelöst  werden,  da Kristalle  des  kompletten  Tailspikeproteins  von  nur  geringer 

Qualität  waren.  Diese Tatsache wurde auf  die hohe Flexibilität  des Interdomänenlinkers (109-112) 

zurück geführt, dem bisher in keiner Struktur Elektronendichte zugeordnet werden konnte. Seul und 

Müller war es nun gelungen, durch Einfügen der Punktmutation Y108W die Flexibilität des  linkers 

einzuschränken, hochauflösende Proteinkristalle zu erzeugen, Elektronendichte für den linker-Bereich 

zu identifizieren und die erste Struktur eines vollständigen Tailspikes zu lösen. 

Um den Einfluss der eingefügten Alanine und Leucine auf die Packung des hydrophoben Lumens der 

b-Helix Domäne auf atomarer Ebene zu klären, wurden die Mutanten V125A, V450A, V125L und 

V349L und der TSPDN Wildtyp kristallisiert.  Wie im vorangegangenen Kapitel beschrieben, vermin­

dern die vier Mutationen die kinetische Stabilität des Tailspikeproteins mäßig bis stark. Mittels Rönt­

genbeugung und molekularen Ersatz konnten die Kristallstrukturen in Zusammenarbeit mit Dr. Jürgen 

Müller aus der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Udo Heinemann am Max-Delbrück-Centrum für Molekulare 

Medizin in Berlin-Buch gelöst werden. Im folgenden wird das im Rahmen dieser Arbeit erzeugte Struk­

turmodell des TSPDN Wildtypproteins bei 100 K mit einer bei RT gemessenen 1.56 Å Struktur (Stein­

bacher  et  al.,  1997a) verglichen.  Auf  dieser  Grundlage  werden  dann  in  3.4.3  die  Strukturen  von 

V125A, V450A, V125L und V349L besprochen.

3.4.1 Kristallisation und Röntgenstrukturaufklärung des Wildtyps und der 
Mutanten V125A, V125L, V450A und V349L 

Proteinkristalle des  TSPDN  Wildtyps und der Mutanten wuchsen nach den von Stefan Steinbacher 

eingeführten Konditionen im hängenden Tropfen innerhalb von ein bis zwei Tagen bei 4 °C. Die Kris­

talle wurden aus dem Tropfen in glycerolhaltigen Kryopuffer transferiert  und in flüssigem Stickstoff 

schockgefroren. Beugungsmuster von hochauflösenden Kristallen wurden von Dr. Jürgen Müller mit 
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Synchrotronstrahlung unter Kryobedingungen bei 100 K aufgenommen und mit dem Programmpaket 

XDS  (Kabsch, 1993) zusammengefügt und verarbeitet. Die Streuqualität der untersuchten Kristalle 

war hoch, sodass Reflexe in einem Auflösungsbereich von 50 Å bis 1.5 Å (wt, V125A, V125L) oder bis 

1.55 Å (V450A, V349L) detektiert wurden.

Tabelle A1 im Anhang der Arbeit fasst die Datensatz- und Verfeinerungsstatistiken der Proteinstruktu­

ren  zusammen.  Analog  zu  allen  bisher  untersuchten  TSPDN  Proteinen  ist  die  Raumgruppe  der 

Einheitszelle P213, d.h. primitiv kubisch, mit Winkeln von 90 °C und Kantenlängen von circa 120 Å 

(Steinbacher et al., 1994, Baxa et al., 1999, Schuler et al., 2000). Die Qualität der Datensätze ist hoch, 

so liegen beispielsweise bei  Berücksichtigung der  äußeren Auflösungsschale  die  Vollständigkeiten 

zwischen 68.8 % (V450A) und 89.3 % (V125A). Im Mittel wurde jeder Reflex etwa 10 mal gemessen. 

Die kristallographischen Temperaturfaktoren sind gering und liegen zwischen 15.5 Å2 für V450A und 

18.4 Å2 für 125A, d.h. die mittlere Auslenkung um die Gleichgewichtsposition der Atome ist 0.443 Å für 

V450A bzw. 0.483 Å für V125A. 

Die Phasen der Strukturfaktoren wurden mit der Methode des molekularen Ersatzes bestimmt, indem 

die Strukturen des Wildtyps (PDB-Code:  1TYV)  oder der Mutanten V125L (PDB-Code:  2VFO) oder 

V450A (PDB-Code: 2VFQ) als Suchmodelle in der Einheitszelle dienten. Die dabei erhaltenen Struk­

turmodelle wurden durch mehrere alternierende Verbesserungsrunden mit REFMAC5 (Murshudov et 

al. 1997) und manuell mit dem Visualisierungsprogramm O7 (Jones et al., 1991) verfeinert und vervoll­

ständigt. Dabei dienten die kristallographischen R-Werte als Maß für den Verbesserungsfortschritt. Die 

R-Werte berechnen sich aus dem Verhältnis der beobachteten Strukturfaktoren (Fo) und der durch das 

Modell kalkulierten Strukturfaktoren (Fc) nach R = ∑││Fo│-│Fc││ / ∑││Fo│. Durch das Einfügen von 

Wassermolekülen  und  anderen  Heteroatomen  konnten  die  Modelle  optimiert  werden,  sodass  die 

R-Werte der in der  RCSB Proteindatenbank hinterlegten Strukturfiles zwischen 11.6 % (V450A) und 

13.6 % (wt) liegen. R-Werte von Vergleichsdatensätzen, welche von der Verfeinerung ausgeschlossen 

wurden (Rfree, 5 % der Gesamtgröße), sind 14.4 % (V125L) bis 16.4 % (wt). 

3.4.2 Besonderheiten der Struktur des TSPDN Wildtypproteins bei 100 K

Im Strukturmodell des TSPDN Wildtyps sind die Reste 112 bis 666 aufgelöst. Die Bereiche 401 bis 

406 und 508 bis 512, welche in bei Raumtemperatur detektierten Strukturen fehlen, können hier in der 

1.5 Å Dichtekarte positioniert werden. 

825 Wassermoleküle pro Monomer bilden die geordnete Hydrathülle des Proteins. Entlang der Trimer­

achse der b-Helix Domäne erstreckt sich ein lösungsmittelzugänglicher Kanal und auch an den Unter­

einheitenkontaktflächen im Bereich der b-Helix Domäne sind teilweise Wassermoleküle lokalisiert. Die 

Kontaktflächen der verwundenen C-terminalen "Schwanzflossen" und der Kern der b-Helix Domäne 

sind dicht gepackt und weitestgehend frei von Wasser. Aus dem Kristallisations- und Kryopuffer sind 

zwei Sulfationen und 12 Glycerole pro Monomer an der Proteinoberfläche gebunden. Am äußersten 

C-terminalen Ende wird ein Calciumion auf der dreizähligen Trimerachse durch drei Wasser und die 

Rückgrat Carbonylsauerstoffe der Reste 663 aus jeweils einer Untereinheit  oktaedrisch koordiniert 
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(siehe Abbildung 3.21 A+B). Die Gegenwart von 0 mM bis 10 mM des Komplexbildners EDTA bei ther­

mischen Denaturierungsexperimenten bei 71 °C und 2 % SDS beeinflusst die Entfaltungsrate nicht 

(Daten nicht gezeigt). In der Elektronendichtekarte konnten 48 Seitenketten alternative Rotamerkon­

formationen zugewiesen werden (Abbildung 3.21 C). In den Bereichen 231, 438-439, 479-490 und 

582-588 nimmt zudem das Peptidrückgrat alternative Konformationen ein. Bei  der Darstellung der 

Torsionswinkel  Phi  (Φ,  N-Ca)  und  Psi  (Ψ,  Ca-C)  des  Peptidrückgrats  wurde  I504  im  Rama­

chandran-Plot  als  einziger  „Ausreißer“  deklariert.  Die  Torsionswinkel  sind  Φ = +82.24 °  und 

Ψ = +125.25 °.

Abbildung 3.21: Strukturelle Eigenschaften des TSPDN Wildtyps bei 100 K. A+B) Elektronendichtekarte 

(2Fo-Fc, bei 1 σ konturiert) und Modell der Calciumbindestelle am C-Terminus des Tailspiketrimers. Das Calciumion (grau) wird 

durch Carbonylsauerstoffe der Leucine 663 aus den drei Nachbaruntereinheiten (gelb, lachsfarben und blau) und durch drei 

Wassermoleküle (gelb, lachsfarben und blau) koordiniert. A) Blick von der Seite und B) entlang der Trimerachse vom N- zum 

C-Terminus. C) Abbildung des Peptidrückgrats des Tailspikeproteinmonomers. Seitenketten, welche alternative Konformationen 

einnehmen, sind in rot und cyan dargestellt. Die Seitenkette des Histidins 579 nimmt drei alternative Konformationen ein (grün). 

In den Bereichen 231, 438-439, 479-490, 582-588 sind alternative Rückgratkonformationen im Wildtypprotein zu beobachtet 

(ebenfalls rot und cyan dargestellt).

In Abbildung 3.22 A und B sind die Temperaturfaktoren der Ca-Atome für die hier aufgeklärte Struktur 

und die 1.56 Å Struktur bei Raumtemperatur verglichen. Bei Tieftemperatur ist  die Auslenkung der 

Ca-Atome von der Ruhelage deutlich geringer als bei Raumtemperatur. Die B-Werte sind am N-Termi­
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nus nahe der flexiblen linker-Region, in der „Bauchflosse“ (397-425) und im lösungsmittelzugänglichen 

turn der Windung 12 der b-Helix Domäne hoch. Die Regionen 401-406 und 508-512 sind flexibel und 

liefern bei Raumtemperatur keine Elektronendichte. Der Kern der b-Helix Domäne ist starr, während 

die turns, „Schwanz-“, „Bauch-“ und „Rückenflossen“ beweglicher sind.

Abbildung 3.22: Darstellung der Temperaturfaktoren der  Ca-Atome. A) B-Werte an den Positionen in der 

Aminosäuresequenz bei RT (rot; 1.56Å, RT) und 100 K (schwarz; PDB-Code: 2VFM). B) Strukturelle Zuordnung der Tempera­

turfaktoren. Die Farbskala verläuft von niedrigen (blau) zu hohen (rot) B-Werten.

3.4.3 Vergleich der Strukturen der Mutanten V125A, V450A, V125L und V349L 
und dem Wildtyp

In dieser Arbeit wurden Valine an unterschiedlichen Positionen entlang der b-Helix Domäne des P22 

Tailspikeproteins  gegen  Alanine  und  Leucine  substituiert.  Beim  Einfügen  eines  Valins  gegen  ein 

Leucin wird das Seitenkettenvolumen im Inneren der  b-Helix um eine Methylengruppe vergrößert. 

Beim Austausch eines Alanins werden eine Methylen- und eine Methylgruppe entfernt.

Analog zum TSPDN Wildtyp konnten die Kristallstrukturen der vier Mutanten V125A, V450A, V125L 

und V349L bis zu einer Auflösung von 1.5 Å gelöst werden. Die Substitutionen sind in den Elektronen­

dichten klar definiert und die kristallographischen Temperaturfaktoren im Bereich der Mutationsstellen 

sind niedrig.

Mit dem Programm LSQKAB (Kabsch, 1976) wurden die Ca-Atome der Konformation mit dem höchs­

ten Besetzungsgrad von Wildtyp und Mutanten superpositioniert. Die ausgegebenen mittleren quadra­

tischen Abweichungen sind gering und für V125L 0.27 Å, für V349L 0.24 Å, für V125A und V450A 

0.25 Å.  Ein  Vergleich der  Ca-Atome der  bei  Kryobedingungen und Raumtemperatur  gemessenen 

Wildtypproteine liefert mit 0.36 Å einen größeren Unterschied. Die Standardunsicherheit der Atomko­

ordinaten ist für die aufgeklärten Strukturen geringer als 0.09 Å (s. Tabelle A1 im Anhang). In Abbil­
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dung 3.23 A sind die Ca-Abweichungen zwischen Wildtyp und den Mutanten für jeden Rest in der 

Aminosäuresequenz aufgetragen. In Bereichen, in denen das Peptidrückgrat im Wildtyp und/oder in 

den Mutanten alternative Konformationen einnimmt sowie im Bereich der flexibleren „Rückenflosse“ 

(197-259) sind die Unterschiede groß. Substitutionsspezifische Veränderungen sind gering und betref­

fen  nur  die  direkte  Umgebung  der  jeweiligen  Mutationsstelle.  In  diesen  Bereichen  liegen  die 

Ca-Abweichungen für V125L und V450A bei etwa 0.6 Å. Bei V125A und V349L liegen sie unter 0.2 Å.

Abbildung 3.23: Ca-RMSD an allen Positionen in der Aminosäuresequenz. A) Abweichungen zwischen dem 

TSPDN Wildtyp und V125A (–), V450A (–), V125L (–) und V349L (–). Die * kennzeichnen Regionen mit alternativen Rückgrat­

konformationen. Die # markieren substitutionsspezifische Unterschiede.  B) Strukturelle Zuordnung von Bereichen mit beson­

ders hohen Ca-Abweichungen zwischen Wildtyp und den Mutanten. 

In Abbildung 3.24 sind die Strukturmodelle des Wildtyps und der Mutanten V125L bzw. V450A über­

einander  gelegt.  Beide  Mutationen  induzieren  lokale  Veränderungen  der  Tertiärstruktur,  welche 

ausschließlich die Windung der b-Helix betreffen in der sich der Rest befindet.  Valin 125 liegt in der 

N-terminalen  capping-Region.  In  den  Kristallstrukturmodellen  des  Wildtyps  und  V125L weisen  an 

Position 125 die Endgruppen der Seitenketten, d.h. Cc1 und Cc2 des Valins im Wildtyp bzw. Cd1 und 

Cd2 des Leucins in V125L, in entgegengesetzte Richtungen. Im Inneren des hydrophoben Kerns sind 

die umliegenden Seitenketten dem Leucin ausgewichen und das Peptidrückgrat des  b-Strangs  bA1 

und  der  gegenüberliegenden  a-Helix  a2 sind  etwas  verschoben,  wodurch  die  gesamte  Windung 

geweitet ist und die nach außen weisenden Seitenketten verrückt sind.

Position V450 ist in Windung 10 der b-Helix Domäne lokalisiert. Wie Abbildung 3.24 verdeutlicht, sind 

auch hier die durch Einfügen eines Alanins ausgelösten strukturellen Veränderungen klein. Gegenteilig 

zu V125L sind die der Mutationsstelle gegenüberliegenden Seitenketten F441 und M443 und das 

Peptidrückgrat in die entstandene Kavität vorgerückt. 
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3. Ergebnisse

Beim visuellen Vergleich der Strukturmodelle des Wildtyps mit V125A und V349L sind bis auf die dele­

tierten bzw. eingefügten Atome kaum Unterschiede sichtbar (keine Abbildung). Bei 125A ist an Positi­

on 125 die Seitenkette und das Peptidrückgrat minimal in die Kavität verschoben. Bei 349L ist das 

Rückgrat  an der  Mutationsstelle  wildtyp-ähnlich,  jedoch  ist  auf  der  gegenüberliegenden Seite  die 

Seitenkette von V362 durch das Leucin 349 verdrängt worden.

Abbildung 3.24: Vergleich der Kristallstrukturmodelle von Wildtyp und der destabilisierten Mutanten 

V125L und V450A. A) Strukturelle Unterschiede in der capping-Region bei Superposition der Ca-Atome des Wildtyps (hell­

grün) und der Mutante V125L (orange). Das Valin (grün) wurde gegen ein Leucin (rot) ausgetauscht. Blick vom N-Terminus auf 

die capping-Region. B) Darstellung des Wildtyps (hellgün) und der Mutante V450A (blau). Die Seitenkette des Valins ist grün 

und die des eingefügten Alanins ist cyan dargestellt. Blick vom C-zum N-Terminus.

Beim Vergleich der geordneten Wassermoleküle in der näheren Umgebung der Substitutionen zeigt 

sich, dass diese unverändert sind. An der N-terminalen capping-Region bei Postion 125 sind Wasser­

moleküle innerhalb eines Radius von 5.2 Å in Wildtyp und den Mutationen V125A und V125L gleich 

lokalisiert (siehe Abbildung 3.25). Im zentralen hydrophoben Kern der b-Helix Domäne an Positionen 

349 und 450 befinden sich keine Wassermoleküle. Der durch Einfügen eines Alanins frei gewordene 
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Raum wird in keiner der Strukturen von geordnetem Wasser besetzt.

Abbildung 3.25: Wassermoleküle Nahe der Aminosäuren 125 und 450. A) Wassermoleküle innerhalb eines 

Radius von 5.2 Å im Wildtyp (hellgrün) und V125A (orange). Ansicht vom C- zum N-Terminus.  B) Wassermoleküle innerhalb 

von  5.0 Å von Position 450 im Wildtyp (grün) und der Mutante V450A (blau). Das mit * gekennzeichnete Wasser hat kein Äqui­

valent in der Struktur von V450A. Aufsicht ist vom C-zum N-Terminus.

Eriksson et al. hatten beobachtet, dass die Stärke des destabilisierenden Effekts von „Ile-zu-Ala-Muta­

tionen“ im hydrophoben Kern des T4 Phagen Lysozyms durch einen festen Term, welcher durch die 

gegenüber dem Isoleucin verminderte Hydrophobizität des Alanins hervorgerufen ist, und durch die 

Größe des durch die Mutation entstandenen Hohlraums bedingt wird  (Eriksson et al., 1992). Im T4 

Lysozym relaxierte an einigen Positionen die Polypeptidkette bei Verkleinerung Seitenkettenvolumen. 

In  anderen  Bereichen  blieben  Seitenketten  und  Rückgrat  im  Vergleich  zum Wildtyp  unverändert, 

wodurch  ein  Hohlraum in  den  hoch  aufgelösten  Kristallstrukturen  beobachtet  wurde.  Mutationen, 

welche eine große Höhlung erzeugten destabilisierten das Protein stärker als Mutationen, bei denen 

die Kette um die Mutatiosstelle relaxierte (Eriksson et al., 1992). 

Das  Webtool CASTp (computed  atlas  of  surface  topography  of  proteins;  URL:  http://sts-fw.bioen­

gr.uic.edu/castp/calculation.php; abgerufen am 13.9.2009) bestimmt Taschen an Proteinoberflächen 

und  vom  Lösungsmittel  abgeschlossene  Kavitäten  im  Proteininneren  mit  einer  Kugelprobe  nach 

Richards (solvent acessible surface) und Connolly (molecular surface), (Dundas et al., 2006, Richards, 

1977, Connolly, 1983). Eine Analyse der hier erzeugten Kristallstrukturen mit CASTp bei einem Kugel­

radius von 1.4 Å zeigte, dass an Position 125 weder im Wildtypprotein noch in den Mutanten V125A 

und  V125L ein  detektierbarer  Hohlraum  im  Inneren  des  Kerns  vorhanden  ist  (s.  Tabelle  A5  im 

Anhang). An Position 349 wurde im Wildtypprotein eine kleine Kavität mit einem Volumen von circa 

19 Å3 und einer Länge von 4 Å gefunden, welche sich von Windung 7 (Position 349) bis Windung 8 

erstreckt. In der Struktur der Mutante V349L ist dieser Hohlraum durch das größere Seitenkettenvolu­
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3. Ergebnisse

men des Leucins ausgefüllt. An Position 450 befindet sich im Wildtypprotein eine große Kavität mit 

einem Volumen von 106 Å3 und einer Länge von 49 Å. Diese Kavität erstreckt sich von Windung 10 

(Position 450) bis Windung 12 (Position 498). Ein Alanin an Position 450 grenzt nach CASTp-Analyse 

an keine im Inneren liegende Kavität  an.  Der Hohlraum ist  in  der Mutante V450A verkleinert  und 

erstreckt sich dort entlang der Windungen 11 und 12. Sein Volumen ist auf 37 Å3, die Länge auf 13 Å 

vermindert. 

Die Auswertungen der Strukturmodelle mit  LSQKAB und CASTp zeigen, dass die Windungen der 

b-Helix formbar sind und sich an die jeweilige Substitution anpassen. Eine starre Polypeptidkette, wie 

sie in einigen Bereichen des T4 Lysozyms von Eriksson beobachtet wurde, ist weder am äußeren 

Rand (Position 125) noch im Zentrum der  b-Helix Domäne (Positionen 349 und 450) sichtbar. Die 

Mutationen V125A und V450A erzeugen keine großen Hohlräume durch welche die unterschiedlichen 

kinetischen Stabilitäten erklärt werden könnten. Auch Baxa und Schuler hatten die hohe Plastizität der 

b-Helix Domäne beobachtet und diskutiert (Baxa et al., 1999, Schuler et al., 2000). 

Der stabilisierende Effekt von Wasserstoffbrückenbindungen ist mit circa 5.4 kJ/mol im Vergleich zur 

gesamten konformationellen Stabilität von kleinen globulären Proteinen (0 bis 80 kJ mol-1) hoch, ihre 

Deletion kann deshalb einen beträchtlichen Effekt auf die Proteinstabilität haben (Shirley et al., 1992, 

Dong et al., 2008, Pfeil, 2001). 

Wasserstoffbrückenbindungen  an  den  Untereinheitenkontaktflächen  wurden  mit  dem  PISA-Server 

(Protein Interfaces Surfaces and Assemblies; URL: http://www.ebi.ac.uk/msd-srv/prot_int/cgi-bin/piser­

ver; abgerufen am 13.9.2009) im Bereich der Mutationen analysiert. PISA untersucht Grenzflächen in 

Kristallstrukturen,  um  Informationen  über  mögliche  Assemblierungszustände  herzuleiten.  Dabei 

werden auch Wasserstoffbückenbindungen zwischen den jeweiligen Polypeptidketten ausgegeben. Im 

Wildtyp und den Mutanten bilden an der Untereinheitenkontaktfläche die gleichen Donor- und Akzep­

torpaare Wasserstoffbrücken aus. 

Abbildung 3.26: Spezifische Wasserstoffbrücken im TSPDN Wildtyp und der Mutante V125L. Wildtyp-

spezifische Wasserstoffbrücken sind grün dargestellt und V125L-spezifische rot. Blick vom N-Terminus auf die capping-Region. 
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3. Ergebnisse

Wasserstoffbrücken innerhalb einer Untereinheit  wurden mit  dem Whatif-Server (optimal hydrogen 

bonding network; URL: http://swift.cmbi.ru.nl/servers/html/index.html; abgerufen am 13.9.2009) unter­

sucht (Hoof et al., 1996a). Whatif bestimmt für V125L und den Wildtyp fünf Wasserstoffbrücken, die in 

der Nähe von Position 125 unterschiedlich sind (Abbildung 3.26). Von ihnen sind drei spezifisch für 

den Wildtyp und zwei 125L-spezifisch. Bei V125A werden von Whatif vier wildtyp-spezifische und eine 

125A-spezifische Wasserstoffbindung detektiert. Beim Vergleich der Wasserstoffbrücken des Wildtyps 

und  V450A werden  insgesamt  zehn  Unterschiede  gefunden,  wobei  der  Wildtyp  zwei  spezifische 

Wasserstoffbrücken und V450A acht spezifische bildet. Für V349L sind alle Wasserstoffbücken dem 

Wildtyp entsprechend. 

Ein  Zusammenhang  zwischen  der  Anzahl  der  von  Whatif  analysierten  spezifischen  Wasserstoff­

brückenbindungen und der beobachteten Verminderung der kinetischen Stabilität  der Mutanten ist 

nicht offenkundig. Es ist anzumerken, dass die Energie der Bindung durch Bindungswinkel und den 

Abstand des Donor-Akzeptorpaares bestimmt ist. Unterschiedliche Wasserstoffbrücken können somit 

unterschiedlich zur Proteinstabilität beitragen. Mit 3.2 Å bis 3.7 Å zwischen Donor und Akzeptor sind 

die von Whatif spezifisch für V125L und den Wildtyp detektierten Distanzen groß und die Bindungen 

eher schwach.

Die Strukturmodelle der Mutanten V125A, V450A, V125L und V349L beinhalten unterschiedlich viele 

Wassermoleküle,  Sulfationen,  Glycerole,  alternative  Seitenketten-  und  Rückgratkonformationen  (s. 

Tabelle A1 im Anhang). Eine Herleitung der destabilisierenden Effekte mit Hilfe von bioinformatischen 

Hilfsprogrammen wie FoldX (URL: http://foldx.crg.es/; abgerufen am 13.9.2009) oder FIRST (Floppy 

Inclusions and Rigid Substructure Topography; URL: http://flexweb.asu.edu/software/first/; abgerufen 

am 13.9.2009) bei  Verwendung der unterschiedlichen Kristallstrukturen ist nicht möglich, da sich die 

kleinen Differenzen der Strukturkoordinaten summieren und letztendlich das Gesamtbild bestimmen. 

FoldX ist ein auf empirischen Beobachtungen basierender Algorithmus zur Berechnung von Stabilitäts­

unterschieden kleiner, globulärer Proteine (Schymkowitz et al., 2005, Reich et al., 2009). FIRST analy­

siert flexible Bereiche in Proteinstrukturen und wurde unter anderem auch zur Simulation von Protei­

nentfaltung und des Übergangszustandes herangezogen (Rader et al., 2002). 

Die Mutationen V125A, V450A, V125L, V349L setzen die kinetische Stabilität des Tailspikeproteins 

herab, jedoch sind die durch die Mutationen induzierten strukturellen Veränderungen in Bezug auf die 

Geometrie des Peptidrückgrats und die Seitenkettenpackung und  -stapelung im Lumen der  b-Helix 

gering. Dies verdeutlicht, dass das Strukturmotiv der parallelen b-Helix Veränderungen an verschiede­

nen Positionen ausgleichen kann.

94



4. Diskussion

4. Diskussion

Im  b-Faltblatt  A der parallelen  b-Helix Domäne des P22 Tailspikeproteins bilden die Aminosäuren 

V125, L144, I167, I190, V272, M292, V321, V349, F381, I428, V450, F472, V498, V523 und L540 

einen ausgedehnten, begrabenen Seitenkettenstapel (Abbildung 4.1 A). 

Abbildung 4.1: Strukturelle Einordnung des analysierten Seitenkettenstapels im P22 Tailspikeprote­

in. A) Alignment der übereinander liegende Aminosäuren in den Windungen 1 bis 13 der b-Helix Domäne. In den Spalten sind 

die nach innen (i) und nach außen (a) weisenden Reste der Domäne arrangiert. Punkte indizieren eingefügte oder deletierte 

Reste in der b-Helix. Aminosäuren der b-Faltblätter A, B, und C sind gelb, grün und blau hinterlegt. Reste des in dieser Arbeit 

analysierten Seitenkettenstapels sind fett gedruckt. * PB1, PB2 und PB3 beziehen sich auf die von Yoder eingeführte Nomen­

klatur von b-Faltblättern in Pektatlyasen (Yoder et al., 1993). Die Abbildung wurde nach Steinbacher adaptiert (Steinbacher et 

al., 1997). B) Strukturmodell einer Tailspikeuntereinheit. Die farbige Markierung der b-Faltblätter A, B und C ist analog zu Abbil­

dung A. In lachsfarben ist der kurze T1 turn dargestellt. Die Seitenketten des hydrophoben Stapels im Faltblatt A sind als sticks 

dargestellt. Die durch Alanin und Leucin substituierten Valine sind rot gefärbt. C) Assoziation der Untereinheiten (hellblau, rosa 

und orange) im Homotrimer und Lokalisation der  b-Faltblätter.  Blickrichtung in den Abbildungen B und C ist  vom N- zum 

C-Terminus der Proteine.
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Die Reste befinden sich in aufeinander folgenden Windungen des Strukturmotivs mit regelmäßigen 

Ca-Atomabständen zwischen 4.6 Å bis 5.3 Å (Tabelle A5 im Anhang). Auch die Cb-Atome der Seiten­

ketten sind regelmäßig angeordnet. Zwischen Valin 125 und Leucin 144 ist der Abstand der Cb-Atome 

mit 5.7 Å im Vergleich zu allen anderen Seitenketten, deren Cb-Atomabstände zwischen 4.4 Å und 

5.4 Å liegen, besonders groß. Die Ausrichtung der Cb-Atome bzw. der Torsionswinkel 1 ist an allen 

Positionen des Stapels einheitlich. Die Anordnung der folgenden Seitenkettenatome und der Torsions­

winkel 2, ist an den meisten Positionen regulär. 

Die b-Faltblätter der b-Helix Region bilden im Querschnitt eine L-förmige Topologie (siehe Abschnitt 

1.2.1). Dabei formen die einzelnen b-Stränge A und C ein antiparalleles b-sandwich und der kurze, 

invariante turn T1 verbindet Strang A mit Strang B, welcher im Winkel von etwa 100 ° zu A und C posi­

tioniert ist (Abbildung 4.1 B). Die Ca-Atome des hier untersuchten Seitenkettenstapels sind je nach 

Enge der Windung etwa 8 Å bis 10 Å von dem nächsten im gegenüberliegenden Faltblatt C lokalisier­

ten Ca-Atom entfernt (Tabelle A5). Nach innen gerichtete Seitenketten der b-Faltblätter sind somit in 

dichtem Kontakt.

Im oligomeren Kontext des Tailspiketrimers stellt der turn T1 gewissermaßen die Wirbelsäule der drei 

Rücken-an-Rücken stehenden Untereinheiten dar (Abbildung 4.1 C). Die b-Faltblätter A und B bilden 

die hydrophoben Grenzflächen zwischen den Untereinheiten.

4.1. Lokale und globale Auswirkungen von Valin-zu-Alanin- 
und Valin-zu-Leucin-Mutationen auf Struktur und 
Stabilität des b-Helix Strukturmotivs im Tailspikeprotein

Die Stabilität eines Proteins ist ein komplexes Zusammenspiel unterschiedlicher Einflüsse. Die Stärke 

von Mutationseffekten kann durch Faktoren wie i) der Hydrophobizität des eingefügten Restes (Pace, 

1992,  Dong et  al.,  2008),  ii) Lösungsmittelzugänglichkeit  der  Mutationsstelle  (Takano et  al.,  1998, 

Myers et al., 1995), iii) Packungsdichte im Proteinkern (Baldwin & Matthews, 1994, Lim et al., 1992), 

iv) Größe der  entstandenen oder  entfernten Kavität  (Eriksson  et  al.,  1992,  Ishikawa et  al.,  1993) 

v) Anzahl der umliegenden Methyl- und Methylengruppen (Jackson et al., 1993), vi) Anzahl von dele­

tierten  bzw.  eingefügten  elektrostatischen  Interaktionen  (Shirley  et  al.,  1992,  Pace,  2001) und 

vii) Torsionsstress des Peptidrückgrads (Schuler et al., 2000) beeinflusst werden. Durch ihre komplexe 

Struktur  ist  bei  globulären Proteinen,  an denen ein  Großteil  der Stabilitäts-  und Faltungsanalysen 

durchgeführt wurde, der Beitrag dieser Faktoren an verschiedenen Mutationsstellen umgebungsbe­

dingt unterschiedlich.  Repeat- und  Solenoidproteine wie das P22 Tailspikeprotein ermöglichen eine 

systematische Untersuchung von Einflüssen der Tertiär- und Quartiärstruktur auf die Proteinstabilität 

und Faltung in „einfacheren“, aber physiologisch relevanten Systemen. 

Der Einfluss von Seitenkettenstapeln im Hinblick auf Stabilität, Faltung und Struktur des Tailspikepro­
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teins wurde durch Austausch von sieben Valinen, die über die gesamte Länge der Helixachse positio­

niert sind, untersucht. Durch seine elongierte Form sich strukturell wiederholender Einheiten ermög­

licht das Strukturmotiv der parallelen  b-Helix die Analyse von Mutationseffekten im lokal ähnlichen 

Kontext der Helixwindung, jedoch in global unterschiedlichen Zusammenhängen. 

Im folgenden Abschnitt werden die Auswirkungen der Mutationen auf thermodynamische Stabilität der 

isolierten b-Helix und Faltungsausbeute des trimeren Tailspikeproteins in Bezug auf die hoch aufge­

lösten  Kristallstrukturen  des  Wildtyps  (PDB-Code:  2VFM)  und  der  Mutanten  V125A (PDB-Code: 

2VFN), V450A (PDB-Code: 2VFQ), V125L (PDB-Code: 2VFO) und V349L (PDB-Code: 2VFP) disku­

tiert. Die Standardunsicherheit der Atomkoordinaten ist für die hier diskutierten Strukturmodelle gerin­

ger als 0.09 Å (siehe Tabelle A1 im Anhang). In Tabelle A6 im Anhang sind zur Übersichtlichkeit alle 

Ergebnisse zusammengefasst.

Die Mutationen V272A, V321A und V349A, die in den zentralen b-Helixwindungen 4 bis einschließlich 

7 lokalisiert sind, vermindern die thermodynamische Stabilität der isolierten b-Helix Domäne um etwa 

11 bzw. 12 ± 2 kJ mol-1 (Abbildung 3.2). Weiter außen liegende Alanin-Mutanten sind nicht destabili­

siert und mit etwa 33 ± 2 kJ mol-1 wildtyp-ähnlich stabil.  Im kompletten trimeren Tailspikeprotein und 

auch in der aminoterminal verkürzten Variante TSPDN sind die Faltungsausbeuten von V272A, V321A 

und V349A in vivo und in vitro gleichermaßen vermindert. V272A und V321A sind dabei etwas stärker 

betroffen als die Mutante V349A. In vivo ist bei 37 °C und in vitro bei 35 °C die Reifung der Mutanten 

V272A und V321A zum SDS-resistenten Trimer unterbunden. Für V349A liegen die Faltungsausbeu­

ten bei den jeweiligen Temperaturen in vivo und in vitro bei circa 10 %. 

Auch zentral gelegene Leucin-Mutationen destabilisieren die isolierte  b-Helix, während sie an den 

Enden der Domäne keine Effekte zeigen. Mit 8 ± 2 kJ mol-1 und 9 ± 2 kJ mol-1 sind jedoch die Einflüs­

se der Mutationen V321L und V349L auf die konformationelle Stabilität etwas weniger stark ausge­

prägt als die der Alanin-Mutationen an diesen Positionen. Interessanterweise ist die Mutante V272L 

ebenso stabil wie der Wildtyp. Alle TSPDN Leucin-Konstrukte falten in vivo generell besser als Mutan­

ten  der  Alanin-Reihe.  Faltungsausbeuten  von  V272L und  V349L sind  bei  37 °C  wildtyp-ähnlich, 

während die in vivo Faltungseffizienz von V321L bei 32 °C und bei 37 °C etwas geringer als die des 

Wildtypproteins ist. V272L faltet bei 39 °C, d.h. effektiver als der Wildtyp. In vitro sind bei 35 °C jeweils 

10 % und etwa 25 % der Mutanten V321L und V349L korrekt in die SDS-resistente Form zurück gefal­

tet. Bei dieser Temperatur verhält sich die Mutante V272L wildtyp-ähnlich.

Die  Ergebnisse  verdeutlichen,  dass  die  Stabilität  der  zentralen  Region  der  b-Helix  Domäne  die 

Faltungsausbeuten des trimeren Proteins in vivo und in vitro bestimmen kann. Identische Mutationen 

an unterschiedlichen Positionen im hydrophoben Kern der parallelen b-Helix des P22 Tailspikeprote­

ins destabilisieren die isolierte Domäne verschieden stark. Substitutionen an den Enden der b-Helix 

induzieren kleinere Effekte als Mutationen in den zentralen Windungen. 

Da alle sieben Valine entlang der b-Helix gegen Alanine und Leucin substituiert wurden, die Mutanten 
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sich aber positionsabhängig unterschiedlich verhalten, sind die molekularen Charakteristika der einge­

fügten Aminosäure, wie Hydrophobizität oder Seitenkettenvolumen, nicht der einzige Schlüssel zum 

Verständnis der Stabilität der b-Helix. Vielmehr muss die Stärke der Destabilisierung durch den struk­

turellen Kontext der Mutationsstelle bedingt sein. Im folgenden werden daher die möglichen Einfluss­

faktoren dargestellt und diskutiert.

4.1.1 Besonderheiten nahe der Mutationsstellen

i) Hydrophobizität des eingefügten Restes

Der Beitrag einer im Kern von globulären Proteinen begrabenen Methylengruppe zur Stabilisierungs­

enthalpie des gefalteten Proteins wurde unter anderem von Pace ausführlich untersucht (Pace, 1992). 

Bei  72 Mutanten  aus vier  unterschiedlichen  Proteinen,  in  denen aliphatische Aminosäuren (Valin, 

Leucin und Isoleucin) gegen Alanin und Glycin ausgetauscht wurden, liegen die Beiträge von Methy­

lengruppen zur Proteinstabilität zwischen 0 bis 10 kJ mol-1. Der Mittelwert ist 5.4 ± 2.1 kJ mol-1. Für die 

bei  der Analyse betrachteten 11 Valin-zu-Alanin-Mutationen ist  die mittlere Stabilisierungsenthalpie 

5.2 kJ mol-1 pro CH2-Gruppe (Pace, 1992).

Die mittlere Stabilisierungsenthalpie pro Methylengruppe für die hier untersuchten b-Helix Konstrukte 

V272A, V321A und V349A ist mit 5.7 ± 1.7 kJ mol-1 ähnlich wie bei globulären Proteinen. Bei Berück­

sichtigung  aller  sieben  Alanin-Mutanten  ergibt  sich  jedoch  ein  sehr  kleiner  Mittelwert  von 

2.7 ± 3.8 kJ mol-1 pro CH2-Gruppe.

Die Hydrophobizität eines Alaninrestes ist mit einem Wert von 1.8 im Hydrophobizitätsindex deutlich 

geringer als die eines Valins, welches einen Wert von 4.2 aufweist (Kyte & Doolittle, 1982). Der Index 

von Leucin ist mit 3.8 valin-ähnlich.

ii) Lösungsmittelzugänglichkeit der Mutationsstelle

Die Lösungsmittelzugänglichkeiten der Seitenketten sind im zentralen Bereich der  b-Helix  Region 

(Windungen 1 bis 12) weitestgehend einheitlich. Die hier ausgetauschten Reste sind im dicht gepack­

ten hydrophoben Lumen geborgen und nicht zugänglich. 

In der Kristallstruktur des TSPDN Wildtypproteins sind die wenigen geordneten Wasser im Inneren der 

b-Helix in den längeren loops der turns T2 und T3 lokalisiert. Ausnahmen sind drei Wassermoleküle, 

welche in den aufeinander folgenden kurzen T1 turns der Windungen 3, 4, und 5 nahe der Valine 272 

und 321 gebunden sind. Im Umkreis von 5 Å befinden sich im Strukturmodell  des Wildtypproteins 

(PDB-Code: 2VFM) bei V125 fünf Wasser, bei V272 drei Wasser (im Kern), bei V321 ein Wasser (im 

Kern),  bei  V349  kein  Wasser,  bei  V450  zwei  Wasser  (an  der  Proteinoberfläche)  und  jeweils  ein 

Wassermolekül nahe der Reste V498 und V523 (an der Proteinoberfläche), (Tabelle A5). 

Im Vergleich zur Kristallstruktur des Wildtyps wurden keine veränderten Wassermoleküle in der nähe­

ren Umgebung der Mutationsstellen (Radius circa 5 Å) in den jeweiligen Strukturen bei V125A, V450A, 

V125L und V349L beobachtet. 

Im sehr stabilen Trimerverbund sind die Reste V125 und V523 vom Lösungsmittel abgeschirmt. In den 
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Konstrukten  der  monomeren,  isolierten  b-Helix  (109-544)  könnten  die  capping-Region  und  die 

äußersten C-terminalen Windungen jedoch weniger dicht gepackt und zugänglich sein. Für das Wild­

typprotein und Mutanten im Zentrum sowie der capping-Region der b-Helix scheint dies jedoch nicht 

zuzutreffen. Alanin-Mutationen am C-Terminus des BHX-Konstruktes scheinen allerdings die Fehlfal­

tung  dieses  Bereiches  bei  erhöhten  Temperaturen  zu  fördern.  Diese  Beobachtungen  werden  im 

Rahmen des folgenden Kapitels 4.2 ausführlicher diskutiert.

iii) Packungsdichte im Proteinkern

Der Kern der b-Helix Domäne ist dicht gepackt und beinhaltet hauptsächlich hydrophobe Reste. In der 

Struktur des Wildtyps sind die Distanzen der Ca-Atome der einzelnen Windungen im analysierten 

Stapel gering und liegen zwischen 4.7 Å und 5.3 Å, die Abstände der Ca-Atome der Faltblätter A und 

C liegen zwischen 8 Å und 10 Å (Tabelle A5).

Die Kristallstrukturen der Mutanten V125A, V450A, V125L und V349L verdeutlichen, dass die Windun­

gen der b-Helix formbar sind und die eingefügten Mutationen nur lokale und kleine Strukturverände­

rungen hervorrufen. Beim Austausch eines Valins gegen ein Alanin wird eine CH- und eine CH3-Grup­

pe deletiert. Dabei wird das Seitenkettenvolumen im Proteininneren um circa 49 Å3 reduziert, wodurch 

ein  Hohlraum entstehen könnte  (Harpaz et  al.,  1994).  Beispielsweise führt  die  Verminderung des 

Seitenkettenvolumens an Postion 450 (Windung 10) bei Substitution von Valin durch Alanin zur Veren­

gung der Helixwindung. Auch in der strukturell andersartigen capping-Region induziert das Einfügen 

eines Alanins eine Relaxation der Peptidkette. In der Struktur der Mutante V125A ist die Seitenkette 

und das Peptidrückgrat des mutierten Alanins minimal verschoben. 

Durch eine zusätzliche CH2-Gruppe ist das Seitenkettenvolumen eines Leucins um 26 Å3 größer als 

das  eines  Valins.  Die  Packungsdichte  im  Kern  der  b-Helix  wird  durch  Einfügen  eines  sperrigen 

Leucins somit erhöht. Wie die Kristallstrukturen von V125L und V349L verdeutlichen, weiten sich die 

plastischen Helixwindungen der Mutationsregionen bei V125L deutlich und bei V349L minimal, um den 

sterischen Stress auszugleichen, der im Helixlumen entstanden ist.

An allen atomstrukturell analysierten Positionen der b-Helix werden demnach die Einflüsse der Muta­

tionen ausgeglichen, um die dichte Packung des Kerns zu erhalten.

iv) Größe der entstandenen oder entfernten Kavität

In früheren Arbeiten von Eriksson et al. wurde erstmals am hydrophoben Kern des T4 Phagen Lyso­

zyms verdeutlicht, dass die Größe eines durch Mutation entstandenen Hohlraums im Proteininneren 

mit der Stärke der Destabilisierung korrelieren kann (Eriksson et al., 1992). Weiterhin zeigten Ishikawa 

et al. an E. coli RNase HI, dass umgekehrt das Ausfüllen einer im Proteinkern befindlichen Kavität bei 

Valin-zu-Leucin- oder  Valin-zu-Isoleucin-Austausch  die  Stabilität  des  Proteins  erhöht,  während 

Austausch zu Alanin eine starke Destabilisierung hervorruft (Ishikawa et al., 1993). Die von den Auto­

ren aufgeklärten hoch aufgelösten Kristallstrukturen der Leucin- und Isoleucin-Mutanten sind fast iden­

tisch. Sie verdeutlichen, dass nur in direkter Nachbarschaft der Mutationsstelle der Hohlraum entwe­

der verkleinert oder ausgefüllt ist. 
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Aus  diesem  Grund  wurde  auch  die  hier  erhobene  Kristallstruktur  des  Wildtypproteins  mit  dem 

CASTp-Server bei einem Probenradius von 1.4 Å analysiert. Die Ergebnisse verdeutlichen, dass im 

Inneren des  b-Helix-Kerns bei nahezu allen mutierten Valinen kleine Hohlräume existieren (Tabelle 

A5). V272 grenzt beispielsweise an zwei Kavitäten mit Volumina von 43 Å3 und 21 Å3. Die größere der 

beiden Kavitäten liegt zentral zwischen den Faltblättern A und C. Die kleinere erstreckt sich entlang 

des T1 turns. Auch bei V321 werden zwei Kavitäten, die zentral (25 Å3) und am T1 turn (19 Å3) lokali­

siert sind, gefunden. Eine Mutation zu Alanin könnte an beiden Positionen die Kavitäten verbinden. An 

Position 349 erstreckt sich im Wildtyp ein 19 Å3 Hohlraum entlang der Windungen 7 und 8. Valine an 

Positionen 450 und 498 grenzen an eine sehr ausgedehnte Kavität mit einem Volumen von 106 Å3, die 

sich mit einer Länge von 49 Å entlang der Windungen 10 bis 12 erstreckt. Lediglich die Valine an den 

Positionen 125 und 523 grenzen an keine der innen liegenden Kavitäten.

In den Kristallstrukturen der Mutanten konnten an einigen Positionen mutations-induzierte Verände­

rungen beobachtet werden. Analog zur Struktur des Wildtyps wurde in V125L in der capping-Region 

keine Kavität detektiert. Bei Mutation der Valine 125 und 450 zu Alanin ist in den jeweiligen Strukturen 

eine durch die hohe Plastizität der  b-Helix induzierte Verengung der Helixwindung und – dadurch 

bedingt – an Position 450 die Verkleinerung der ausgedehnten Kavität zu beobachten. Beim Einfügen 

eines Leucins an Position 349 ist in der Struktur der Mutante die im Wildtyp vorhandene 19 Å3 große 

Kavität ausgefüllt. Die Verschiebung der Polypeptidkette ist deshalb im Leucin-Konstrukt nur gering, 

während ein Leucin im dichter gepackten Bereich bei Position 125 eine deutlich stärkere Vergröße­

rung der Helixwindung hervorruft. 

v) Anzahl der umliegenden Methyl- und Methylengruppen

Die Stärke des destabilisierenden Effektes von kavitätsinduzierenden Mutationen kann mit der Anzahl 

von CH-, CH2- und CH3-Gruppen korrelieren, die im Umkreis von 6 Å nahe des substituierten Restes 

liegen (Jackson et al., 1993). Je größer die Anzahl desto größer die Destabilisierung bei Verkleinerung 

einer hydrophoben Seitenkette. Eine hohe Anzahl an CH-, CH2- und CH3-Gruppen zeigt die dichte 

Packung (Jackson et al., 1993) und die Unpolarität (Pace et al., 1996) der Umgebung an. In Tabelle 

A5 ist die Anzahl der Methyl- und Methylen-Gruppen im Wildtypprotein nahe der gestapelten Valinres­

te zusammengefasst.  Die Anzahl ist  mit  insgesamt 44 Gruppen an Position V349 im Zentrum der 

Domäne am höchsten und nimmt zu den Seiten hin ab. Die Umgebungen der Positionen V125, V498 

und V523 sind mit insgesamt 17 (125) und 29 (498 und 523) CH-, CH2- und CH3-Gruppen demnach 

weniger dicht gepackt als das Zentrum der b-Helix.

vi) Anzahl von deletierten bzw. eingefügten elektrostatischen Interaktionen

Das Strukturmotiv der paralellen  b-Helix wird durch ein ausgedehntes Wasserstoffbrückennetzwerk 

stabilisiert.  In den drei  b-Faltblättern bilden die Carbonyl-  und Aminogruppen des Peptidrückgrats 

aufeinander folgender Windungen reguläre Wasserstoffbrücken. Die gezielte Deletion einer Wasser­

stoffbrücke,  z.B.  beim Austausch eines Asparagins gegen ein Alanin,  reduziert  durchschnittlich die 

100



4. Diskussion

Proteinstabilität um 5.4 kJ mol-1 (Shirley et al., 1992). Die unpolaren, aliphatischen Seitenketten von 

Valin, Alanin und Leucin bilden keine Wasserstoffbrücken. Innerhalb des Radius von 5 Å befinden sich 

in der Umgebung der Valine des Seitenkettenstapels jeweils ähnlich viele Wasserstoffbrücken (Tabel­

le A5). 

Durch Mutationen induzierte, kleine strukturelle Verschiebungen der  b-Helixwindungen können das 

Wasserstoffbrückennetzwerk verändern. Zum Beispiel wurden für die kinetisch destabilisierten Mutan­

ten  V125A,  V450A,  V125L und  V349L mit  dem  Whatif-Server  mutantenspezifische  Wasserstoff­

brücken nahe der Mutationsstelle detektiert,  allerdings konnte kein offensichtlicher Zusammenhang 

zwischen der  Anzahl  der  veränderten Bindungen und der  kinetischen Stabilität  der  vier  Mutanten 

erkannt werden.

Im Kern der b-Helix befinden sich keine geladenen Aminosäuren und somit keine Salzbrücken.

vii) Torsionsstress des Peptidrückgrads

Die Torsionswinkel Phi und Psi aller in dieser Arbeit mutierten Reste liegen in den „erlaubten“ Berei­

chen des Ramachandran-Diagramms. 

Die  in  Tabelle A5  zusammengefassten  strukturellen  Eigenschaften  des  TSPDN  Wildtypproteins 

verdeutlichen, dass sich in der Umgebung der gestapelten Valine nur kleine lokale Verschiedenheiten 

abzeichnen. 

Beispielsweise  sind  Lösungsmittelzugänglichkeit,  Anzahl  der  Wassermoleküle  und  Wasserstoff­

brücken in den Windungen (bis auf den cap) ähnlich. Zudem wurden Hohlräume über den gesamten 

Bereich  der  b-Helix  detektiert.  Durch  die  hohe  Plastizität  der  Region  werden  mutationsinduzierte 

Veränderungen des Seitenkettenvolumens ausgeglichen, um strukturelle Konflikte zu vermeiden und 

die dichte Packung des Lumens zu erhalten. Ein einheitlich herausragendes Merkmal der Windungen 

bei  den  Positionen  272,  321  und  349,  welches  mit  der  starken  Destabilisierung  der  Proteine  im 

Vergleich zu Mutationen an anderen Positionen korreliert, tritt nicht hervor. Umgekehrt ist auch nicht 

evident, warum Substitutionen an den Rändern der Domäne, Positionen 125, 450, 498 und 523 keinen 

Einfluss auf die thermodynamische Stabilität der b-Helix-Konstrukte haben (nach Renaturierungsüber­

gang von V498A, V523A und V450L).

4.1.2 Besonderheiten der zentralen Windungen der b-Helix Domäne

Im globalen Kontext, spielt der zentrale Bereich der b-Helix eine besondere Rolle, da die "Rückenflos­

se"  (197-259),  ein  ausgedehnter  T2  turn zwischen den  b-Strängen B und C der  Windung 3,  als 

Subdomäne gegen die Windungen 3 bis 9 packt. In diesem Bereich ist die Anzahl der hydrophoben 

CH-, CH2- und CH3-Gruppen im b-Helixlumen etwas höher, und in den Windungen fünf bis acht liegen 

die b-Faltblätter A und C sehr dicht beieinander (Tabelle A5). Die "Rückenflosse" enthält sechs Proline 

und  viele  aromatische  Aminosäuren,  wodurch  ihre  Flexibilität  eingeschränkt  ist.  Schuler  hatte 

versucht,  die  drei  dort  vorhandenen  Tryptophane  auszutauschen,  jedoch  waren  die  erzeugten 
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Konstrukte so aggregationsanfällig,  dass eine Charakterisierung nicht möglich war  (Schuler, 1998). 

Am unteren Ende der Kontaktfläche zwischen b-Helix und „Rückenflosse“, also bei Windung 9, wird 

die Domäne durch ein hydrophobes cluster fixiert. W213 aus der „Rückenflosse“ wird von Y388 und 

L437 aus  turns der  b-Helixwindungen 8 und 9 kontaktiert.  Weiterhin packt  L241 („Rückenflosse“) 

zwischen W391 (Windung 8) und L437 (Windung 9). Der Großteil der temperatursensitiven Mutanten 

befindet sich in der "Rückenflosse", der Kontaktfläche mit der  b-Helix und im zentralen Bereich der 

b-Helix (Windungen 3 bis 9). Die "Rückenflosse" ist proteaseresistent und ihre Deletion führt bei hete­

rologer Expression des Konstruktes in  E. coli zur Bildung von nicht-renaturierbaren  inclusion bodies 

(Miller, 1995). „Bauch-“ und „Rückenflosse“ grenzen die LPS-Bindungsfurche mit den katalytisch akti­

ven Resten D392, D395 und E359 ein. 

Die im Rahmen dieser Arbeit erhobenen Resultate erlauben bei Berücksichtigung der umfangreichen 

Kenntnisse über das P22 Tailspikeprotein die Annahme, dass ein zentraler Kern bestehend aus der 

„Rückenflosse“ und den Windungen 4 bis 7 die Stabilität  der gesamten Faltungseinheit  bestimmt. 

Besonders relevant scheinen hierbei die Positionen 321 (Windungen 6) und 349 (Windung 7), die 

weder Substitution zu Alanin noch zu Valin tolerieren, auch wenn, wie in der Kristallstruktur von V349L 

sichtbar,  strukturell nur minimale Veränderungen induziert werden. Die Position 272 (Windung 4) ist 

hingegen weniger sensitiv; die Mutante V272L ist wildtyp-ähnlich stabil. 

Im folgenden werden die Besonderheiten der zentralen Helixwindungen bei  den Positionen V272, 

V321 und V349 beschrieben und die möglichen Auswirkungen der Substitutionen vorgeschlagen.

V272 grenzt an zwei Kavitäten mit Volumina von 43 Å3 und 21 Å3, in welchen das zusätzliche Seiten­

kettenvolumen eines Leucins, analog der Struktur von V349L und den Beobachtungen an RNase HI, 

problemlos Platz finden könnte. Die wildtyp-ähnliche Stabilität von V272L im Gegensatz zum destabili­

sierten V272A-Konstrukt  zeigt,  dass an dieser  Position die  Hydrophobizität  und das Volumen der 

Seitenkette stabilitätsbestimmend sind.

Position  272  befindet  sich  in  Windung  4  der  b-Helix  direkt  nach  Insertion  der  "Rückenflosse" 

(197-259). Die Polypeptidkette kehrt aus der Subdomäne zurück in den b-Strang C3 und verläuft über 

einen relativ kurzen turn in den b-Strang A4, in welchem V272 lokalisiert ist. Die b-Faltblätter A und C 

der  Windung  4  sind  mit  einem  minimalen  Ca-Atomabstand  von  9.7 Å  relativ  weit  voneinander 

entfernt. Die Seitenkettenpackung ist im Vergleich zum dann folgenden C-terminaleren Bereich weni­

ger dicht.  Die Windungen 3 und 4 könnten als „Klammern“ dienen, die die  b-Helix vor und nach 

Ausstülpung  der  "Rückenflosse"  zusammen  halten.  Eine  Verminderung  der  Hydrophobizität  und 

Packungsdichte beim Einfügen eines Alanins destabilisiert die b-Helix Domäne und das gesamte Tail­

spiketrimer möglicherwiese deshalb stark, weil der Zusammenhalt des Bereiches vermindert und die 

Fluktuation der Polypeptidkette der Windungen und der "Rückenflosse" erhöht wird.

Die Reste 321 und 349 liegen in den aufeinander folgenden Windungen 6 und 7 der b-Helix. Hier ist 
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der Abstand der b-Faltblätter mit etwa 8 Å sehr gering. In der Struktur der Mutante V349L wird eine im 

Wildtyp vorhandene Kavität durch das zusätzliche Volumen des Leucins fast vollständig ausgeglichen. 

Die der Mutationsstelle gegenüberliegende Seitenkette V362 und das Rückgrat dieses Restes werden 

nur minimal verschoben. Nichtsdestotrotz ist die Mutante V349L stark destabilisiert. Eine Stabilisie­

rung des Proteins wie bei RNase HI beobachtet, erfolgt nicht, allerdings ist der destabilisierende Effekt 

geringer als bei Substitution zu Alanin. 

Analog zu V349L wären auch die an Position 321 vorhandenen Kavitäten geeignet, die Seitenkette 

eines Leucins aufzunehmen. Auch hier ist die Mutante V321L weniger destabilisiert als V321A.  Bei 

Verminderung der Hydrophobizität und Packungsdichte und bei kleinen Verschiebungen im Lumen 

des Peptidrückrads könnten durch eine erhöhte Beweglichkeit des b-Strangs A Fluktuationen in den 

T3 turns zunehmen und die Integrität der kompakten Region zerstören.
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4.2. Die zentralen Windungen der parallelen Helix 
fungieren als Stabilitätsnukleus und bilden das 
Faltungsintermediat I bei der Untereinheitenfaltung

Wie im vorangegangenen Kapitel erläutert, korrelieren die geringen in vivo und in vitro Faltungsaus­

beuten der Mutanten V272A, V321A, V349A, V321L und V349L mit der verminderten thermodynami­

schen Stabilität der -Helix Domäne. Der Vergleich der in vivo und in vitro Faltungsdaten (Tabelle A6 

im Anhang) aller Stapelungsmutanten zeigt jedoch, dass auch andere Bereiche der -Helix Domäne 

einen entscheidenden Einfluss auf den Verlauf der Reifung zum nativen Trimer haben. Markante Bei­

spiele sind die Mutanten V498A und V125L, bei denen die  -Helix Domänen wildtyp-ähnlich stabil 

scheinen (nach Rückfaltungsübergang von V498A), deren Faltungsausbeuten jedoch stark vermindert 

sind. Zur Übersichtlichkeit und Vereinfachung der Diskussion werden die Mutanten anhand gemeinsa­

mer Eigenschaften klassifiziert. Die Gruppen sind:

i) wildtyp-ähnliche Mutanten: V125A und V272L

ii) tsf-ähnliche Mutanten: V272A, V321A, V349A, V321L, V349L

iii) Mutanten am C-Terminus der b-Helix: V450A, V498A, V523A, V450L, V498L, V523L

iv) markante Mutanten: V498A, V125L

Faltung, Reifung und kinetische Stabilität der Mutanten V498A und V125L werden in Kapitel 4.4 disku­

tiert. Konformationelle Stabilität, Faltungsausbeuten und Kinetiken der Monomerfaltung aller übrigen 

Mutanten werden im folgenden ihrer Klassifizierung entsprechend zusammengefasst und am Ende 

des Kapitels zueinander in Bezug gesetzt. Zur Übersichtlichkeit sind die Ergebnisse in Tabelle A6 im 

Anhang zusammengefasst. 

i) wildtyp-ähnliche Mutanten: V125A und V272L

Ein im Hinblick auf thermodynamische Stabilität,  in vitro Faltung und Rate der Monomerfaltung wild­

typ-ähnliches Verhalten zeigen nur V125A und V272L. In vivo reifen beide Mutanten sogar bei 39 °C 

und somit produktiver als das Wildtypprotein.

ii) tsf-ähnliche Mutanten: V272A, V321A, V349A, V321L, V349L

Analog zu den meisten kleinen globulären, aber auch zu etlichen Solenoid- und Repeatproteinen faltet 

die isolierte parallele -Helix Domäne des P22 Tailspikeproteins bei den hier verwendeten Bedingun­

gen im Gleichgewicht kooperativ nach einem Zweizustandsmodell  (Main et al.,  2005,  Kloss et al., 

2008b, Freiberg et al., 2004). 

Die fünf Mutationen V272A, V321A, V349A, V321L und V349L, welche in den Windungen 4 bis 7 der 

elongierten Domäne lokalisiert sind, verschieben den Mittelpunkt von Harnstoff-induzierten Gleichge­
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wichtsübergängen zu kleineren Denaturierungsmittelkonzentrationen. Unabhängig von der Art der ein­

gefügten Mutation beträgt die Kooperativität der Übergänge 12.8 ± 2.5 kJ mol-1 M-1. Die Stabilität des 

zentralen Bereiches der  -Helix Domäne bestimmt folglich die Stabilität der gesamten kooperativen 

Faltungseinheit.  Die  drei  zentralen  Alanin-Mutanten  destabilisieren  das  Protein  in  vergleichbarem 

Maße um etwa 11 bis 12 ± 2 kJ mol-1. Dabei ist der mittlere stabilisierende Beitrag einer CH2-Gruppe 

mit 5.7 ± 1.7 kJ mol-1 ähnlich groß wie im hydrophoben Kern globulärer Proteine (5.4 ± 2.1 kJ mol-1), 

(Pace, 1992).  Die Verringerung der thermodynamischen Stabilität der Leucin-Mutanten V321L und 

V349L ist mit 8 bis 9 ± 2 kJ mol-1 etwas geringer.

Die Mutanten zeigen in vivo und in vitro einen temperatursensitiven Faltungsphänotyp. Dabei ist die 

Verminderung  der  Faltungsausbeuten  schon  bei  geringen  Temperaturen  bei  den  Alanin-Mutanten 

V272A, V321A und V349A deutlich ausgeprägter als bei den Leucin-Mutanten V321L und V349L. Gol­

denberg und Haase-Pettingell hatten gezeigt, dass tsf-Mutationen Faltungsintermediate destabilisieren 

und somit  die  Bildung von nativem Tailspikeprotein  durch  off-pathway Aggregation bei  restriktiven 

Temperaturen vermindern können (Haase-Pettingell & King, 1988, Goldenberg et al., 1983). Beispiels­

weise destabilisieren die tsf-Mutationen G244R und D238S das termolabile Faltungsintermediat I der 

Untereinheitenfaltung und verschieben das Gleichgewicht in Richtung eines aggregationsanfälligen In­

termediates I* (siehe Schema 1.9),  (Danner & Seckler, 1993, Miller et al., 1998b, Schuler & Seckler, 

1998). Analog zu G244R und D238S destabilisieren auch V272A, V321A, V321L und V349L das ther­

molabile  Faltungsintermediat  I.  Schon  bei  10 °C sind  die  Kinetiken  der  Untereinheitenfaltung von 

V272A und V321A im Vergleich zum Wildtyp verlangsamt. Die verglichen mit dem Wildtyp um 17 % bis 

20 % geringeren Signalamplituden und die 2.5fache bzw. 3.2fache Verlangsamung der Faltungsraten 

von V321A bzw. V272A bei 25 °C zeigen, dass die Mutationen temperaturabhängig das Gleichgewicht 

von I nach I* verschieben. Die Raten und Signalamplituden der Faltungskinetiken von V349A sind bei 

10 °C und 25 °C wildtyp-ähnlich. Die Monomerfaltungsraten der Leucin-Mutanten V321L und V349L 

sind bei 10 °C 1.2fach und 1.5fach höher als die des Wildtyps. Die Differenz der Geschwindigkeitskon­

stanten zwischen Wildtyp und beiden Mutanten nimmt jedoch bei Temperaturerhöhung ab, d.h. bei 

25 °C falten V321L und V349L jeweils  nur  noch wildtyp-ähnlich  und 1.1fach schneller.  Analog zu 

V272A, V321A, G244R und D238S werden die Faltungsraten bei Temperaturanstieg im Vergleich zum 

Wildtyp geringer. Folglich destabilisieren auch V321L und V349L das Faltungsintermediat I und ver­

schieben somit das Gleichgewicht zu I*.

Bei  Gleichgewichtsexperimenten bildet  sich nach Verlängerung der Inkubationszeiten (von 1 h auf 

24 h bzw. 48 h) der Ent- und Rückfaltungsübergänge bei 10 °C eine Schulter im Übergangsbereich 

von V272A und V321A aus. Ebenfalls korrespondierend zur tsf-Mutante G244R scheint bei Destabili­

sierung der -Helix, genauer des zentralen Bereiches der Domäne, durch V272A und V321A die lang­

same Bildung von Aggregaten auch bei 10 °C über einen wahrscheinlich nicht-nativen Zustand be­

günstigt (Schuler et al., 1999). Schuler hatte gezeigt, dass hohe Salzkonzentrationen und die destabili­

sierende tsf-Mutation G244R die langsame Aggregation der isolierten -Helix auslösen. Die von ihm 

charakterisierten  -Helix-Aggregate sind amyloid-ähnlich, d.h. sie binden Kongorot, zeigen Doppel­

brechung unter polarisiertem Licht und bilden fibrilläre Strukturen (Schuler et al., 1999). Im thermody­
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namischen Gleichgewicht  von V349A ist  der  Übergangsmittelpunkt  nach einer  Inkubationszeit  von 

24 h geringfügig zu niedrigeren Harnstoffkonzentrationen verschoben. Die Herausbildung einer Schul­

ter ist nicht sichtbar. Die wildtyp-ähnlichen Faltungsraten bei 10 °C und 25 °C und die bei den hier ver­

wendeten Untersuchungsbedingungen nicht sichtbare Aggregationstendenz von V349A stimmen mit 

der gegenüber V272A und V321A besseren in vivo und in vitro Faltungseffizienz der Mutante überein. 

Die isolierte -Helix Domäne von V349A ist jedoch mit einem Übergangsmittelpunkt von 1.8 M ebenso 

instabil wie das BHX-Konstrukt der Mutante V272A. 

Zusammenfassend beruhen die beobachteten Verminderungen der  in vivo und in  vitro Faltungsaus­

beuten von V272A, V321A, V349A, V321L und V349L bei Temperaturanstieg analog zu G244R und 

D238S auf der Destabilisierung des Faltungintermediates I der Monomerfaltung. Die unterschiedlich 

starken Einflüsse der Mutationen auf die Faltungskinetiken und Faltungsausbeuten korrelieren mit den 

thermodynamischen Stabilitäten der  BHX-Konstrukte der Mutanten.  Die Ausprägungen der Effekte 

sind teilweise stärker als bei  G244R (G0
N → U = -10 kJ mol-1)  und D238S (G0

N → U = -4 kJ mol-1), 

was die Bedeutung der zentralen Windungen der -Helix Domäne hervorhebt. 

iii) Mutanten am C-Terminus der b-Helix: V450A, V498A, V523A, V450L, V498L, V523L

Die Mutante V498A wird detailliert in Kapitel 4.4 besprochen, in diesem Abschnitt wird lediglich das 

Verhalten der monomeren isolierten -Helix im Gleichgewicht behandelt. 

Die BHX-Konstrukte der Mutanten V498A, V523A und V450L weisen anhand des Rückfaltungsübger­

ganges bei 10 °C eine dem Wildtyp entsprechende konformationelle Stabilität auf. Im Gegensatz dazu 

verlaufen ihre Entfaltungsübergänge dreistufig, was vermutlich durch nicht homogene native Proteinlö­

sungen hervorgerufen ist. Möglicherweise ist die Packung der Mutanten V498A, V523A und V450L am 

C-Terminus weniger kompakt, wodurch bei einer vergleichsweise hohen Expressionstemperatur von 

25 °C die C-terminalen Enden exponiert sind und Fehlfaltung und/oder Aggregatbildung über hydro­

phobe Bereiche begünstigt ist. Auch die  in vitro Faltungsausbeuten der trimeren TSPN-Konstrukte 

von V523A und V450L sind verringert. Besonders auffällig ist die starke Temperaturabhängigkeit der 

Reifung der Mutante V450L, die bei niedrigen Temperaturen wildtyp-ähnlich faltet, deren Ausbeuten 

bei höheren Temperaturen jedoch rapide abnehmen. In vivo verhalten sich die Mutanten V523A und 

V450L wie der Wildtyp. Bei den C-terminalen Leucin-Mutanten V498L und V523L sind Faltungs- und 

Entfaltungsübergänge reversibel und die thermodynamischen Stabilitäten wildtyp-ähnlich. Bei V523L 

ist der Übergangsmittelpunkt sogar geringfügig (0.1 M) zu höheren Harnstoffkonzentrationen verscho­

ben. Weiterhin falten die TSPN-Konstrukte beider Mutanten in vivo und in vitro weitestgehend dem 

Wildtyp entsprechend. 

Diese Ergebnisse verdeutlichen erneut den wichtigen Beitrag der hydrophoben Packung des -Helix 

Lumens für die Stabilität und Faltungsausbeuten des Tailspikeproteins. Möglicherweise haben weniger 

kompakte C-terminale Enden der -Helix  zwar keinen Einfluss auf die Gesamtstabilität der isolierten 

-Helix,  jedoch  können  „ausgefranste“  Enden  bei  höheren  Temperaturen  Fehlfaltung  und 

Aggregatbildung  fördern.  Eine  Ausnahme  stellt  allerdings  Position  450  dar.  Hier  faltet  die 
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Alanin-Mutante im Übergang reversibel und die Leucin-Mutante mit einem dreistufigen Verlauf. Eine 

Erklärung auf Basis der Kristallstruktur liegt nicht direkt auf der Hand, da die 106 Å3 große Kavität bei 

Position  450  das  Leucin  möglicherweise  aufnehmen  könnte.  Allerdings  sind  vorheriger  I428  und 

nachfolgender F472 Rest im Seitenkettenstapel groß und packen eng gegen V450, sodass ein Leucin 

die korrekte Stapelung stören könnte.

Die  Kinetiken der  Untereinheitenfaltung von  V523A bei  10 °C und 25 °C sind wildtyp-ähnlich.  Bei 

V450A, V450L, V498L und V523L sind die Geschwindigkeitskonstanten der Faltung gegenüber dem 

Wildtyp erhöht. Sie scheinen bei diesen Temperaturen das Faltungsintermediat I zu stabilisieren.

Die Ergebnisse zeigen, dass Windungen am C-Terminus der  -Helix Domäne für die Trimerbildung 

durchaus von Bedeutung sind, allerdings treten Effekte nur bei höheren Temperaturen hervor. Wie es 

scheint sind die C-terminalen Windungen weniger dicht gepackt und verursachen Aggregation bei hö­

heren Temperaturen.

Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass im Zentrum der -Helix gelegene Mutationen die iso­

lierte Domäne und auch das thermolabile Faltungsintermediat I der TSPN-Monomerfaltung destabili­

sieren, während Mutationen an den Enden keine oder sogar eine stabilisierende Wirkung haben. Die 

Ergebnisse legen nahe, dass der zentrale, die Stabilität der Faltungseinheit bestimmende Kern der 

-Helix schon im Faltungsintermediat I der Monomerfaltung von TSPN ausgebildet ist, was einen se­

quenziellen Faltungsmechanismus des Tailspikemonomers vermuten lässt. Bei diesem Modell formt 

sich frühzeitig ein „Faltungsnukleus“, an welchen sich fortlaufend weitere -Helixwindungen anlagern, 

die im Zuge der Monomereifung kompaktieren. Der Bereich dieses Faltungsnukeleus, der im Minimum 

die Windungen 4 bis 7 und der „Rückenflosse“ einschließt, ist dicht gepackt und fungiert ähnlich wie 

ein hydrophober Kern in globulären Proteinen. Mutationen, die den Kern destabilisieren, wirken auf 

das Fundament der Faltungseinheit und fördern Aggregation. 

Schuler hatte postuliert, dass die isolierte -Helix Domäne strukturell dem thermolabilen Faltungsin­

termediat I der Monomerfaltung sehr ähnlich ist (Schuler, 1998). Die hier erhobenen Daten untermau­

ern diese Hypothese und ermöglichen darüber hinaus eine Eingrenzung des kritischen Intermediates 

auf den beschriebenen Faltungsnukleus. Dieses Modell steht ebenfalls in Einklang mit dem von Sim­

kovsky und King beschriebenen „minimalen Faltungs-Rückgrat“ der  -Helix Domäne  (Simkovsky & 

King, 2006).

Bei vielen  Repeatproteinen wurden trotz ihrer elongierten, modularen Form und der kurzreichenden 

Wechselwirkungen  hoch  kooperative  Zweizustandsgleichgewichte  beobachtet  (Main  et  al.,  2005, 

Kloss & Barrick, 2008,  Kloss et al., 2008b). Es wird angenommen, dass das Zweizustandsverhalten 

von Repeatproteinen im Gleichgewicht durch sehr stabile Kontakte zwischen den Wiederholungsein­

heiten  hervorgerufen  ist  (Kloss  &  Barrick,  2008).  Zum  Beispiel  faltet  die  Ankyrin  Domäne  des 

Notch-Rezeptors von  Drosophila melangaster als eine kooperative Faltungseinheit im Gleichgewicht 

(Bradley & Barrick, 2002). Analog zu den hier dargestellten Ergebnissen an der isolierten -Helix Do­
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mäne verschieben destabilisierende Mutationen (Alanin zu Glycin) in den Wiederholungseinheiten der 

Ankyrin Domäne den Übergangsmittelpunkt zu kleineren Denaturierungsmittelkonzentrationen ohne 

die Kooperativität der Übergänge maßgeblich zu verändern. In einem anderen mit dieser Arbeit ver­

gleichbaren Ansatz wurden Leucin-zu-Alanin-Mutationen in konsekutiven repeats der  leucine-rich-re­

peat-Domäne (LRR) des Internalin Bs (InlB) eingefügt (Courtemanche & Barrick, 2008). Dabei zeigte 

sich, dass fast alle Austausche in etwa gleichem Maße die thermodynamische Stabilität der Domäne 

verringern, die Stabilität der Faltungseinheit somit offensichtlich gleichmäßig verteilt ist. Nur Mutatio­

nen in der N-terminalen capping-Region verhielten sich auffällig. Genaue Analysen der Faltungskineti­

ken und des Übergangszustandes wiesen darauf hin, dass die capping-Region des Internalin Bs als 

Faltungsnukleus dient an den sich im Zuge der Faltungsreaktion weitere repeats anlagern können. 

Ein  Gleichgewicht  mit  mehreren  Zuständen  (multi-state)  wurde  bisher  nur  bei  besonders  langen 

Repeatproteinen wie zum Beispiel der rechtsgängigen parallelen -Helix Region des Autotransporters 

P.69  Pertactin  und  dem  D34  Fragment  des  AnkyrinR  Proteins  beobachtet  (Junker  et  al.,  2006, 

Werbeck & Itzhaki, 2007). Beim reversibel faltenden P.69 Pertactin sind die C-terminalen Windungen 

der  b-Helix  deutlich  stabiler  als  die  N-terminalen  Windungen.  Es  wird  angenommen,  dass  der 

C-terminale  Bereich  der  -Helix,  der  als  erstes  in  den  extrazellulären  Raum sekretiert  wird,  als 

template für  die  Anlagerung  weiterer  Windungen  dient.  Ähnliches  wurde  für  das  AnkyrinR  D34 

Fragment beobachtet. Bei dem im Entfaltungsübergang detektierten Intermediat sind die C-terminalen 

Windungen des Fragmentes strukturiert und der N-Terminus entfaltet. P.69 Pertactin und das AnkyrinR 

D34  Fragment  haben  besonders  viele  Windungen,  und  ihre  Mulitstate-Gleichgewichte  lassen 

vermuten, dass es für elongierte Proteine vielleicht eine Maximalgröße für kooperatives Verhalten im 

Gleichgewicht gibt (Kloss et al., 2008b). Kinetische Untersuchungen an Repeatproteinen konnten die 

unter Gleichgewichtsbedingungen beobachteten Zweizustandsgleichgewichte nur selten bestätigen. 

Häufig verlaufen die Faltungs- und Entfaltungsäste der entsprechenden Chevron-Plots nicht-linear und 

über kinetische Intermediate (Kloss et al., 2008b). 

Ähnlich wie andere Solenoidproteine scheint somit das Tailspikemonomer vektoriell zu falten. Hierbei 

bildet sich jedoch der Faltungsnukleus zentral und nicht am N- oder C-terminalen Ende der Solenoid­

struktur.
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4.3. Die Entfaltungsreaktion des Tailspiketrimers ist komplex 
und unter physiologischen Bedingungen irrelevant

4.3.1 Entfaltung des Wildtypproteins

Wie die pH- und GdmHCl-Abhängigkeiten der Entfaltung des kompletten und des N-terminal verkürz­

ten Tailspiketrimers zeigen, ist schon die Entfaltungsreaktion des Wildtypproteins komplex. Besonders 

auffällig sind die, trotz der einphasig verlaufenden Denaturierungskinetiken, in entgegengesetzte Rich­

tungen gewölbten Entfaltungsäste von TSP und TSPDN im  Chevronplot (siehe Abbildung 3.19). Bei 

TSPDN ist die Wölbung konkav, die logarithmierten Entfaltungsraten bei niedrigen und hohen Gdm 

HCl-Konzentrationen sind geringer  als bei  linearer  Extrapolation der Datenpunkte erwartet  werden 

würde.  Bei  TSP ist  die  Wölbung konvex  und  der  Zusammenhang umgekehrt.  Als  Basis  für  eine 

anschließende Diskussion dieser Beobachtungen sind im folgenden Entfaltungsmodelle vorgestellt, 

die gebogene Chevronplots hervorrufen können.

Bei  Proteinen,  welche nach einem Zweizustandsmodell  über  einen Übergangszustand falten bzw. 

entfalten, hängen die Geschwindigkeitskonstanten linear von der Denaturierungsmittelkonzentration 

ab. Die Auftragung der logarithmierten Faltungs- und Entfaltungsraten gegen die Denaturierungsmittel­

konzentration ergibt einen V-förmigen Verlauf.  Die Steigung des Faltungsastes mf bzw. des Entfal­

tungsastes mu, korreliert mit der Veränderung der Lösungsmittelzugänglichkeit (DASA) zwischen dem 

entfalteten Zustand und dem Übergangszustand bzw. dem nativen Zustand und dem Übergangszu­

stand.  Sie  ist  somit  ein Maß für  die  Ähnlichkeit  der Konformationen.  Weichen Faltungs- und/oder 

Entfaltungsast im Chevronplot von der Linearität ab, ist dies ein Indiz für komplexere Faltungsmecha­

nismen, auch wenn die  Signalverläufe der Kinetiken einphasig sind und kein  Sprung  des Signals 

während der Totzeit der Messung zu beobachten ist (apparentes Zweizustandsverhalten), (Bachmann 

& Kiefhaber, 2005,  Brockwell & Radford, 2007). Die Nicht-Linearität der m-Werte impliziert, dass bei 

verschiedenen Denaturierungsmittelkonzentrationen die Ähnlichkeit zwischen den jeweiligen Konfor­

mationen (native Konformation und Konformation des Übergangszustandes) unterschiedlich ist, d.h. 

dass sich eine oder beide Strukturen Denaturierungsmittel-abhängig verändern.

Ein nach unten gekrümmter Entfaltungsast im Chevronplot wurde bei mehr als 50 % der untersuchten 

apparenten Zweizustandsfalter beobachtet (Sánchez & Kiefhaber, 2003) und durch folgende Modelle 

erklärt:

i) Ein von der Denaturierungsmittelkonzentration abhängiger Wechsel zwischen zwei Übergangszu­

ständen (‡1 und ‡2) in einem sequenziellen Faltungsweg:
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Dabei liegt auf dem Faltungsweg ein hochenergetisches Faltungsintermediat I* („on-pathway Interme­

diat“), welches, da es weniger stabil als N und U ist, spektroskopisch nicht detektiert werden kann. Ein 

Knick im Chevronplot indiziert den Wechsel zwischen dem Übergangszustand, der bei mittleren und 

dem Übergangszustand,  der  bei  hohen Denaturantkonzentrationenen geschwindigkeitsbestimmend 

ist. Die beiden Übergangszustände unterscheiden sich strukturell in ihrer Kompaktheit, weshalb die 

mu-Werte ihrer „Einflussbereiche“ verschieden sind (Bachmann & Kiefhaber 2001, Bachmann & Kief­

haber,  2005).  Sánchez und Kiefhaber konnten mit  diesem Modell  gekrümmte  Chevronplots vieler 

Proteine interpretieren. Es wird postuliert, dass das Vorkommen von hoch-energetischen Faltungsin­

termediaten auf dem Faltungsweg, auch bei kleinen Proteinen, häufig ist (Sánchez & Kiefhaber, 2003, 

Brockwell & Radford, 2007).

ii) Eine breite Übergangsbarriere und die graduelle Veränderung der Position des geschwindigkeitsbe­

stimmenden Übergangszustands entlang der Reaktionskoordinate (Hammond-Effekt). Dieser Mecha­

nismus wurde zum Beispiel  für Mutanten des ribosomalen Proteins S6 von  Thermus thermophilus 

vorgeschlagen  (Otzen et al.,  1999). Destabilisierende Mutationen führen bei S6 zu unterschiedlich 

stark gebogenen Entfaltungsästen im Chevronplot. Diese Beobachtung wurde durch eine breite Über­

gangsbarriere in der Energielandschaft erklärt, in der der Übergangszustand zwar die höchste freie 

Energie aufweist, jedoch von ähnlich stabilen Zuständen umgeben ist. Die Zustände weisen, da sie 

strukturell  unterschiedlich kompakt sind, unterschiedliche Abhängigkeiten vom Denaturierungsmittel 

(mu-Werte) auf. Bei steigenden Denaturierungsmittelkonzentrationen sind die relativen Stabilitäten der 

Zustände  verschieden,  d.h.  unterschiedliche  Zustände  werden  geschwindigkeitsbestimmend,  also 

zum Übergangszustand. Mit steigenden Denaturierungsmittelkonzentrationen wird der native Zustand 

destabilisiert und dem Übergangszustand ähnlicher. 

‡ und ‡` symbolisieren die bei hoher und niedriger Denaturantkonzentration vorherrschenden Über­

gangszustände.  Da es mehr als zwei relevante Übergangszustände gibt, ist eine Biegung und kein 

Knick im Entfatungsast des Chevronplots sichtbar. Verschiedene destabilisierende Mutationen beein­

flussen die Stabilität von unterschiedlichen Zuständen und dadurch deren „Gewichtung“ bei steigen­

den Denaturantkonzentrationen. Die Wölbung des Entfaltungsastes kann deshalb von Mutation zu 

Mutation anders sein.
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iii) Konzentrationsabhängige Effekte auf die apparente Geschwindigkeitskonstante bei der Entfaltung 

von oligomeren Proteinen. In einem kürzlich publizierten Review haben Rumfeldt et al. unter anderem 

die  Abhängigkeit  der  Entfaltungsrate  von  der  Proteinkonzentration  für  dimere  Proteine  simuliert 

(Rumfeldt et al., 2008). Bei der Entfaltung eines Dimers über ein monomeres Intermediat nach dem 

Verlauf

ist  bei  Denaturantkonzentrationen  nahe  des  Übergangsmittelpunktes  eine  Abwärtskrümmung  im 

Entfaltungsast zu beobachten. Mit steigenden Proteinkonzentrationen nimmt diese Krümmung zu und 

erstreckt  sich  über  einen  längeren  Bereich  zu  höheren  Denaturierungsmittelkonzentrationen.  Die 

apparente Rate der Dimerentfaltung wird langsamer, weil die bimolekulare Assoziation des Monomers 

mit steigender Konzentration wahrscheinlicher wird, die Rate der Monomerentfaltung ist unimolekular 

und somit konzentrationsunabhängig. 

iv) Nicht-Linearität der experimentellen Bedingungen, wie zum Beispiel die Abhängigkeit der pH-Wert­

messung  (Acevedo et al., 2002) oder der Lösungsmittelviskosität von der Denaturierungsmitteltkon­

zentration (Jacob & Schmid, 1999).

Die abwärts gekrümmte Abhängigkeit der logarithmierten Entfaltungsraten von der GdmHCl-Konzen­

tration bei TSPDN kann mit dem bisherigen Ergebnisstand explizit keinem der unter i ) bis iv) beschrie­

benen Modelle zugeordnet werden.

Bei der Entfaltung und Dissoziation des großen oligomeren Tailspikeproteins ist z.B. das Auftreten 

eines  Entfaltungsintermediates  wahrscheinlich.  Aufgrund  der  einphasigen  Verläufe  der  Kinetiken 

müsste  ein  solches  metastabiles  Intermediat  jedoch  hinter  dem  geschwindigkeitsbestimmenden 

Schritt der Reaktion liegen, da es sonst im Verlauf der Kinetik, z.B. als Sprung des Signals während 

der Totzeit oder als zweite kinetische Phase, detektierbar wäre.

Eine  breite  Übergangsbarriere  der  Entfaltungsreaktion  wäre  auch  vorstellbar.  Bei  Simulation  der 

Entfaltung von TSPDN (PDB-Code: 2VFM) mit FIRST (Floppy Inclusions and Rigid Substructure Topo­

graphy; URL: http://flexweb.asu.edu/software/first/; abgerufen am 13.9.2009), (Rader et al., 2002) sind 

zum Beispiel über einen weiten Energiebereich nur kleine Veränderungen im cluster der flexiblen bzw. 

rigiden  Proteinareale  zu  verzeichnen  (Abbildung  4.2).  Beim  „Aufschmelzen“  der  nichtkovalenten 

Bindungen aller Atome sind loops und turns als erstes flexibel, während ein starrer Kern, welcher die 

b-Helices und die Trimerisierungsdomänen umfasst, über weite Strecken stabil ist. Dieser starre Kern 

entfaltet in einem schmalen „Energiefenster“ als letzter Schritt der Reaktion. Eine breite Übergangs­

barriere mit ähnlich stabilen Zuständen, welche unterschiedliche Denaturierungsmittelabhängigkeiten 

aufweisen, könnte in der Energielandschaft durch den starren Kern und jeweils verschieden entfaltete 
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loops und turns erklärt werden.

Abbildung 4.2: Simulation der Entfaltung von TSPDN Wildtyp (PDB-Code: 2VFM) mit FIRST. Dargestellt 

sind  rigide  (farbig)  und  flexible  (schhwarz)  Bereiche  des  Tailspikeproteins.  Bei  der  Simulation  werden  nicht-kovalente 

Wechselwirkungen anhand ihrer Bindungsenergien eingestuft und schrittweise „aufgeschmolzen“ (Rader et al., 2002).

Da das Tailspikeprotein ein Homotrimer ist, ist auch eine Konzentrationsabhängigkeit der Entfaltungs­

rate analog zur Entfaltung von Dimeren nach

plausibel (Reaktionsschema adaptiert nach  (Seckler, 2000)). Mit steigenden Proteinkonzentrationen 

würde die Trimerisierung wahrscheinlicher und die apparente Geschwindigkeitskonstante der Mono­

merentfaltung würde beeinflusst. Durch Aufklärung der Proteinkonzentrationsabhängigkeit könnte es 

möglich sein, den Mechanismus der Dissoziation, Entfaltung und Assoziation des Trimers genauer zu 

analysieren. Da die Reaktion einer höheren Ordnung folgt, könnten Simulationen helfen, die mögli­

cherweise komplizierten Beobachtungen zu deuten. 

Allerdings hatte Fuchs in anfänglichen CD- und fluoreszenzspektroskopischen Untersuchungen am 

kompletten Tailspikeprotein keine Abhängigkeit  der apparenten Entfaltungsgeschwindigkeit  von der 

Konzentration beobachten können  (Fuchs, 1992). Die Entfaltungsraten des Trimers in 6 M GdmHCl 

bei 25 °C waren im Konzentrationsbereich zwischen 20 µg/ml bis 500 µg/ml sehr ähnlich. Dies weist 

darauf  hin,  dass die  Stabilität  des Trimers geschwindigkeitsbestimmend ist.  Monomere Strukturen 

entfalten in hochmolaren Denaturierungsmittellösungen vermutlich umgehend, wie es in dieser Arbeit 

auch für das isolierte b-Helix Konstrukt beobachtet wurde (siehe 3.1.3).

Ein weiterer Grund für Abwärtskrümmung des Entfaltungsastes könnte auch die Bildung von transien­

ten „off-pathway“ Intermediaten und ihre Aggregation bei mittleren Denaturantkonzentrationen nahe 
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des Übergangsmittelpunktes sein. Gerade bei langsamer Ent- und Rückfaltung im Übergangsbereich 

kompetitiert Aggregation mit Faltung bzw. Entfaltung. Das Tailspikeprotein faltet und entfaltet mit sehr 

langsamen Kinetiken. Bei Aggregationsreaktionen müsste die Konzentration des faltungs- und asso­

ziationskompetenten Proteins bei mittleren Denaturantkonzentrationen abnehmen, und die Signalam­

plituden im Übergangsbereich müssten vermindert sein bzw. mit Zunahme der GdmHCl-Konzentration 

wieder  ansteigen.  Bei  höheren  Denaturantkonzentrationen  wäre  die  Aggregation  unterbunden,  da 

Intermediate destabilisiert wären. Beispielsweise wird, wie in 4.2 beschrieben, ein aggregationsanfälli­

ges Faltungsintermediat I* durch Verlangsamung der Faltungsraten des Monomers stabilisiert (Danner 

& Seckler, 1993, Beissinger et al., 1995, Seckler, 2000). 

v) Eine Aufwärtswölbung des Entfaltungsastes des Chevronplots mit steigender Denaturantkonzentra­

tion, wie in Abbildung 3.19 für das Volllängenprotein TSP gezeigt ist, wurde bisher nur selten beobach­

tet. Dieses kinetisches Verhalten wurde bei der 27. Immunoglobulindomäne des Titins (TI I27) und 

einigen TI I27 Mutanten genauer charakterisiert  (Wright et al.,  2003,  Wright et al.,  2004). Aus den 

Daten wurde hergeleitet, dass das Protein über zwei parallele Reaktionswege entfalten kann:

Bei geringen Denaturierungsmittelkonzentrationen ist der Entfaltungsweg L, d.h. die Entfaltung über 

einen kompakten und nativ-ähnlichen Übergangszustand ‡L, dominant. Mit steigenden Konzentratio­

nen an Denaturierungsmittel entfalten immer mehr Proteine über den Übergangszustand ‡H, welcher 

dem ungeordneten, entfalteten Zustand ähnlicher ist. Chemische Denaturantien stabilisieren weniger 

geordnete Zustände stärker als geordnete Zustände und somit bei höherer Konzentration ‡H. Da die 

apparente Geschwindigkeitskonstante die Summe der Raten ku
L und ku

H ist, ergibt sich eine graduelle 

Aufwärtswölbung des Entfaltungsastes. Dieser Effekt wird als Anti-Hammond bezeichnet, da mit stei­

genden  Denaturierungsmittelkonzentrationen  der  Übergangszustand  dem  nativen  Zustand  immer 

unähnlicher wird. Einige TI I27 Mutanten weisen unterschiedlich starke Aufwärtswölbungen des Entfal­

tungsastes im Chevronplot auf. Sie beeinflussen den Fluss über die beiden Entfaltungswege, indem 

entweder ‡L oder ‡H destabilisiert wird. Mutanten, welche eine lineare Abhängigkeit von der Denatu­

rierungsmittelkonzentration  hervorrufen,  zeigen,  dass  diese  Reste  essentiell  für  einen  der  beiden 

Übergangszustände sind,  welcher  bei  Mutation  entfällt.  Die  Faltung oder  Entfaltung über  multiple 

parallele Reaktionswege wurde durch Simulationen vorhergesagt, konnte experimentell bisher jedoch 

nur selten beobachtet werden (Wright et al., 2003).

Die Entfaltung des kompletten Tailspiketrimers über parallele Wege ist durchaus denkbar. Durch seine 

elongierte Form und die niedrige Kontaktordnung sind die drei funktionellen Domänen, N-terminale 

Capsidbindedomäne,  zentrale  Ligandenbindungsdomäne  und  C-terminale  Trimerisierungsdomäne, 
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4. Diskussion

nicht nur strukturell  unabhängig, sondern liegen auch in der Aminosäuresequenz weit  voneinander 

entfernt.  Da  die  Anwesenheit  der  N-terminalen  Domäne  im  kompletten  Tailspikeprotein  einen  zu 

TSPDN unterschiedlichen Verlauf des Entfaltungsastes des  Chevronplots hervorruft, wird ein Entfal­

tungsweg möglicherweise durch den N-terminalen Bereich kontrolliert.  Denkbar wäre,  dass Entfal­

tungsreaktionen an den Enden des Proteins beginnen. Am N-Terminus wäre die linker-Region, welche 

sehr flexibel und sensitiv gegenüber Proteasen ist, ein vorstellbares Areal in dem durch hohe Fluktua­

tion Entfaltung starten könnte. Durch unterschiedliche Abhängigkeiten der Domänen vom Denaturie­

rungsmittel könnte der Fluss über die Wege und hierdurch die apparenten Geschwindigkeitskonstan­

ten beeinflusst sein. 

Eines der wenigen Beispiele für den experimentellen Nachweis paralleler Entfaltungswege ist neben 

TI I27 ein großes Repeatprotein. Das D34 Fragment des AnkyrinR Proteins beinhaltet 12 Ankyrinwie­

derholungseinheiten und entfaltet über einen komplexen Entfaltungsweg (Werbeck et al., 2008). Die 

kinetische Analyse von Alanin-zu-Glycin-Mutanten, welche an identischen Positionen in aufeinander 

folgenden  repeats lokalisiert  sind,  lassen  vermuten,  dass  die  Entfaltung dieses  426 Aminosäuren 

große Proteins am N-Terminus startet und über ein Intermediat verläuft.  In einem weiteren Schritt 

entfaltet der C-terminale Bereich über zwei parallele Wege, bei denen unterschiedliche repeats dieser 

Region entfaltet sind.

4.3.2 Entfaltung der Stapelungsmutanten

Für die tsf- und su-Mutanten G244R, D238S, V331A und V331G konnte eine Korrelation zwischen den 

Entfaltungsraten bei thermischer Denaturierung, ihren in vivo und in vitro Faltungseffizienzen und der 

thermodynamischen  Stabilität  der  b-Helix  Konstrukte  beobachtet  werden.  Kinetisch  instabile 

tsf-Mutanten  zeigten  verminderte  Faltungsausbeuten  und  eine  thermodynamisch  weniger  stabile 

isolierte  b-Helix Domäne. Bei den kinetisch stabileren  su-Mutanten war die Beziehung umgekehrt 

(Miller et al., 1998b, Schuler & Seckler, 1998). 

Ein ähnlich eindeutiger Zusammenhang liegt bei den hier untersuchten Stapelungsmutanten nicht auf 

der Hand (Tabelle A6). Beispielsweise verlaufen die thermisch- und chemisch-induzierten Entfaltungs­

kinetiken der „tsf-ähnlichen“ Mutanten V272A, V321A und V349A genauso wie Kinetiken des Wildtyps. 

Kinetisch instabiler als der Wildtyp sind V125A, V450A, V125L, V321L und V349L, dabei sind die 

substitutions-induzierten Änderungen der freien Energien zwischen dem nativen und dem Übergangs­

zustand für V125L, V450A und V349L am größten. Abgesehen von Position 125, liegen die destabili­

sierenden Mutationen eher im zentralen Bereich der b-Helix Region. 

Bei V450A und V125L könnten die geringen  in vitro Faltungsausbeuten mit den stark verminderten 

kinetischen Stabilitäten dieser Mutanten in Zusammenhang gebracht werden. Die Mutation V125L löst 

den bisher stärksten untersuchten Anstieg der Entfaltungsrate aus. V450A faltet auf Monomerebene 

etwas schneller als der Wildtyp. Interessanterweise reifen V450A und V125L in vivo ebenso effektiv 

wie das Wildtypprotein. Ferner sind auch die thermodynamischen Stabilitäten der isolierten  b-Helix 

Konstrukte beider Mutanten wildtypähnlich.
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Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass die kinetische Stabilität des Tailspiketrimers einen untergeord­

neten Einfluss auf die Faltungsausbeuten der Stapelungsmutanten hat, da kinetisch stark destabilisier­

te Mutanten in vivo und in vitro nicht explizit auffallen. Der Extremfall, die Mutante V125L, stellt hierbei 

die einzige Ausnahme dar und wird in Kapitel 4.4 näher beleuchtet. Um in der harschen Umgebung 

des extrazellulären Raums seine Funktion erfüllen zu können, ist das Tailspikeprotein stark stabilitäts­

optimiert. Kinetisch destabilisierende Mutationseffekte, die unter sehr extremen Denaturierungsbedin­

gungen hervortreten, sind unter den Bedingungen, bei denen die sensitivere Faltung passieren kann, 

wahrscheinlich irrelevant bzw. maskiert. 

Insgesamt betrachtet folgt also die chemisch-induzierte Entfaltungsreaktion des trimeren Tailspikepro­

teins einem komplexen Verlauf. Punktmutationen im Lumen der b-Helix Region und besonders in der 

capping-Region an Position 125 (siehe Kapitel  4.4)  können die  Entfaltungsrate  des Trimers stark 

beeinflussen. Um den Wirkmechanismus der Mutationen genauer einzugrenzen, sollte initial Entfal­

tung mit Hilfe der monomeren b-Helix Konstrukte untersucht werden. Da die Mutationen Verformun­

gen einzelner  b-Helixwindungen induzieren können, könnte geklärt  werden, ob die Interaktion und 

Stabilität der Trimeruntereinheiten oder die Entfaltung auf Monomerebene betroffen ist. 

Für das Wildtypprotein wäre zu klären, inwieweit sich die Kurvenverläufe der Entfaltungsäste von TSP 

und TSPDN ähneln. Als erster Schritt ist deshalb die Messung von Entfaltungskinetiken über einen 

weiteren Denaturierungsmittelbereich mithilfe schneller Mischtechniken notwendig. Weiterhin ist die 

Untersuchung der Konzentrationsabhängigkeit der Entfaltung von TSPDN interessant. 
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4.4. Seitenketten der b-Helixwindung 12 und die 
capping-Region sind wesentlich für Assoziation und 
strukturelle Integrität des Tailspiketrimers 

4.4.1 Bedeutung der b-Helixwindung 12

Verglichen mit dem Wildtyp und allen anderen Stapelungsmutanten faltet die Mutante V498A in vivo 

und in vitro am wenigsten effizient. Schon bei 27 °C sind die Faltungsausbeuten der Mutante in der 

Zelle verringert und auch  in vitro faltet bei 10 °C nur 50 % des denaturierten Proteins zurück in die 

SDS-resistente Form. Bei 37 °C in vivo und 30 °C in vitro ist die Reifung von V498A völlig unterbun­

den. Die isolierte  b-Helix Domäne von V498A ist im Gegensatz hierzu jedoch wildtyp-ähnlich stabil 

(nach Renaturierungssübergang). Weiterhin ist die Geschwindigkeit der Monomerfaltung des V498A 

TSPDN-Konstruktes bei 10 °C und 25 °C 1.4fach schneller als die des Wildtyps. Ein Leucin an Positi­

on 498 verbessert, wie in Abschnitt 4.2 beschrieben, sogar geringfügig die Stabilität der  b-Helix in 

Relation zum Wildtyp. Hybridisierungsxperimente mit der Ladungsmutante G244R zeigen, dass die 

Homotrimerbildung von 498A im Vergleich zum Wildtyp und G244R etwa 6fach langsamer abläuft. 

Verkleinerung des Seitenkettenvolumens und Verminderung der Hydrophobizität an Position 498 im 

Kern der b-Helix Domäne erschweren somit die Assoziation des Trimers nach Monomerfaltung.

Valin 498 befindet sich in Windung 12 am C-terminalen Ende der  b-Helix Domäne. Im Inneren des 

hydrophoben Kerns ist der Rest zwischen den Seitenketten F472 und V523 gestapelt. Wenn man als 

Maß die Anzahl der umliegenden CH-, CH2- und CH3-Gruppen und den Abstand des gegenüberliegen­

den b-Faltblatts C heranzieht, ist hier das Lumen der b-Helix weniger dicht gepackt als in den zentra­

len Windungen der Region (siehe Tabelle A5). Zudem grenzt Valin 498 an einen ausgedehnten 106 Å3 

großen Hohlraum im Inneren der b-Helix.

Die zu Valin 498 in der Primärsequenz benachbarten Reste sind Arginin 497 und Asparagin 499. 

Beide Seitenketten weisen in die Kontaktfläche der Untereinheiten und interagieren mit Haupt- und 

Seitenkettenatomen des b-Faltblatts B und des T2 turns der Windungen 12 und 13 (Abbildung 4.3). 

Im Strukturmodell des N-terminal verkürzten Wildtypproteines (PDB-Code: 2VFM) ist die Seitenkette 

von R497 zwischen I506 und M529 der aufeinander folgenden Windungen gepackt. Der Rest ist teil­

weise lösungsmittelexponiert und stark mit Molekülen der geordneten Hydrathülle verbrückt. Ferner 

besteht eine Salzbrücke mit dem Carbonylsauerstoff von G505 der Nachbaruntereinheit. 

Asparagin 499 liegt tief in der Grenzfläche und packt in eine Tasche, die von Seitenketten der Nach­

baruntereinheit gebildet wird. Von Pymol v1.0 werden polare Interaktionen zwischen dem d2-Stickstoff 

des Asparagins 499 und den Haupkettensauerstoffen der Aminosäuren L503, I504 und T527 ange­

zeigt. Ein weiterer Kontakt besteht zwischen dem g1-Carbonylsauerstoff des Asparagins und der d1-
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Hydroxylgruppe von T527. Die Reste 503 bis 506, die sowohl von R497 und von N499 kontaktiert 

werden, befinden sich im turn T2 der Windung 12. L503 und I504 weisen ins Lumen der b-Helix und 

I506 nach außen.

R497 und D499 sind somit stark in ein Kontaktnetzwerk im Grenzflächenbereich der Trimerunterein­

heiten involviert. Interessant ist, dass der Rest I504 den einzigen „Ausreißer“ im Ramachandran-Plot 

darstellt.  Die  Torsionswinkel  Phi  und Psi  der  Hauptkette  liegen mit  Werten von  Φ = +82.24 °  und 

Ψ = +125.25 ° in der nur für Glycine erlaubten Region des Diagramms. 

Abbildung 4.3: Umgebung des Valins 498. A) Valin 498 (rot) ist in Windung 12 im hydrophoben Seitenkettenstapel 

des b-Faltblatts A (gelb) lokalisiert. Die Seitenketten R497 (orange) und N499 (orange) stehen in Kontakt mit der benachbarten 

Untereinheit (blaue Oberfläche).  B) Hauptkettenatome von I504 (orange Oberfläche) nehmen ungewöhnliche Torsionswinkel 

ein.  b-Faltblätter  A, B, und C der  b-Helix einer Untereinheit sind gelb, grün und blau gezeigt Der T1  turn ist  lachsfarben. 

Aufsicht ist entlang der b-Helixachse vom N- zum C-Terminus.

Positionen mit ungünstigen Dihedralwinkeln der Hauptkette weisen manchmal auf eine funktionelle 

Bedeutung dieser Reste hin. Beispielsweise liegen im P22 Tailspikeprotein Phi- und Psi-Winkel des 

Valins 331 nur in der „erlaubten“ und nicht in der „erwünschten“ Region des  Ramachandran-Plots. 

Mutation des Restes zu Glycin oder Alanin vermindert die sterische Spannung des Peptidrückgrats 

und erhöht die thermodynamische Stabilität der isolierten b-Helix Region. Weiterhin steigern die Muta­

tionen die Geschwindigkeit  der Monomerfaltung, die Faltungseffizienz und die thermische Stabilität 

des nativen Trimers (Schuler & Seckler, 1998, Miller et al., 1998b). V331G und V331A sind zwei von 

vier für das Tailspikeprotein identifizierte globalen Supressormutanten (Fane & King, 1991, Fane et al., 

1991). Im Gegensatz zur verbesserten Faltung und Stabilität der Mutanten ist jedoch die Bindung des 

O-Antigens stark vermindert. Es wird deshalb angenommen, dass V331 evolutiv funktions- aber nicht 

stabilitätsoptimiert ist (Baxa et al., 1999). 

Verkleinerung des Seitenkettenvolumens von Valin 498 könnte, wie es für V125A und V450A beobach­

tet wurde, eine Verengung der Windung 12 und somit die Verformung der b-Helix in diesem Bereich 

auslösen. Es wäre auch denkbar, dass durch die schon geringere Packungsdichte in diesem Bereich 

und den großen Hohlraum der  b-Strang A12 weniger stark fixiert wird. Beide Effekte könnten eine 
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falsche Positionierung oder eine höhere Flexibilität der Seitenketten R497 und N499 auslösen. Hier­

durch wäre deren Einbindung in die Kontaktfläche der Untereinheiten und die Ausbildung der zahlrei­

chen  Vernetzungen erschwert.  Temperaturerhöhung würde Fluktuationen erhöhen,  die  Assoziation 

und Interaktion der Untereinheiten vermeiden und somit den Reifungsprozess des Trimers unterbin­

den. Seitenketten der b-Helixwindung 12 sind demnach wesentlich für die Assoziation der Tailspikeun­

tereinheiten.

Durch ortsgerichtete Mutagenese der Reste R497, D499 und I504 und Assoziationsexperimente der 

Untereinheiten könnte die hier beschriebene Hypothese genauer beleuchtet und die Bedeutung der 

Seitenketten bei der Trimerbildung geklärt werden.

4.4.2 Bedeutung der capping-Region

Mutation Valin 125 zu Leucin führt zu einer dramatischen Beschleunigung der Entfaltungsgeschwin­

digkeit des Tailspiketrimers bei TSP und TSPDN. Faltungsausbeuten des Proteins sind in vitro schon 

bei 10 °C um circa 25 % geringer als die Ausbeuten des Wildtyps. Im Gegensatz dazu ist die konfor­

mationelle Stabilität der isolierten b-Helix wildtyp-ähnlich und die Faltung des TSPDN-Konstruktes in  

vivo effizienter als die Reifung des Wildtyptrimers. Faltung und Stabilität der Alanin-Mutante sind dem 

Wildtyp entsprechend.

Position 125 befindet sich in der N-terminalen capping-Region (120-142). Die Region besteht aus dem 

b-Strang  bA1, einem kurzen  loop und der  a-Helix  a2.  b-Faltblatt-reiche Strukturen werden häufig 

durch solche capping-Regionen verschlossen. Es wird vermutet, dass sie die Entwindung der b-Helix 

und  edge-to-edge-Aggregation  über  freie  Wasserstoffbindungspartner  verhindern  (Richardson  & 

Richardson, 2002, Kapp et al., 2004).

Abbildung 4.4: Umgebung des Valins 125. A) Valin  125 (rot)  befindet  sich  im  b-Strang  bA1 der  N-terminalen 

capping-Region, welche außerdem die a-Helix a2 und einem kurzen loop umfasst. b-Faltblätter A, B, und C der b-Helix einer 

Untereinheit sind gelb, grün, blau und der T1 turn lachsfarben dargestellt. Zwei Untereinheiten sind in blau und rosa dargestellt. 

B) Blickrichtung entlang der b-Helixachse vom N- zum C-terminalen Ende des Tailspiketrimers.

Die  Kristallstrukturen  von  V125A und  V125L verdeutlichen,  dass  ebenso  wie  die  Windungen der 

b-Helix auch die N-terminale  capping-Region formbar ist. Das Alanin löst eine Verengung und das 
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Leucin eine Ausdehnung der Region aus. Verglichen zum Valin im Wildtyp ist  die Ausrichtung der 

Seitenkette des Leucins in V125L verändert. Die jeweils endständigen Methylgruppen weisen in Wild­

typ  und  der  Mutante  in  entgegengesetzte  Richtungen.  Die  Hauptkette  ist  an  der  Mutationsstelle 

geringfügig Richtung N-Terminus verschoben, wodurch der Abstand zur nachfolgenden Windung 1 der 

b-Helix vergrößert ist. Der Ca-Atomabstand zwischen Position 125 und 144 ist von 5.0 Å auf 5.10 Å 

aufgeweitet. In den Kristallstrukturen von V125L, V125A und des Wildtyps ist die capping-Region dicht 

gepackt, sodass CASTp keine Hohlräume detektiert. 

Im Kontext des Tailspiketrimers ist das b-Faltblatt bA1, in welchem V125 lokalisiert ist, in Kontakt mit 

der  a-Helix  a1 der  rechtsliegenden Nachbaruntereinheit.  a1  a-Helices von den  drei  Monomeren 

formen ein 3-Helixbündel.  Durch die Ausweitung der  capping-Region in V125L könnte der Kontakt 

zwischen dem b-Faltblatt  bA1und a-Helix a1 geschwächt sein. Vielleicht ist auch die Positionierung 

der  a-Helix  a1  und  des  gesamten  3-Helixbündels  verändert,  wodurch  die  Integrität  des  Trimers 

gestört wird. 
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