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Abkürzungen und Symbole

Abs Absorption

AcThDP 2-Acetyl-ThDP

Asp Asparaginsäure

ATP Adenosintriphosphat

BLM Black Lipid Membrane

BR Bacteriorhodopsin

BPR blaues Proteorhodopsin

BSA Rinderserumalbumin

caged-CO2 meta-Nitrophenylacetat

CD Circulardichroismus

DEA Diethylethanolamin

DOPC 1,2-Di-oleoyl-glycero-phosphatidyl-choline

DTGS deuteriertes Triglycinsulfat

DTT Dithiothreitol

EDTA Ethylendiamintetraacetat

EM Elektronenmikroskopie

FT Fourier-Transformation

FTIR Fourier Transform Infrarot

Glu Glutaminsäure

GPR grünes Proteorhodopsin

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

HR Halorhodopsin

IR Infrarot

Käfig-CO2 meta-Nitrophenylacetat

Lys Lysin

MCT Quecksilber(mercury)-Cadmium-Tellurid

MPD Methyl-2,4-Pentandiol

NaPi Natriumphosphatpuffer

NPAA Nitrophenylacetat

PDB Proteindatenbank

PR Proteorhodopsin (in dieser Arbeit im experimentellen Teil synonym mit GPR)

PR2D Proteorhodopsin 2D Kristalle
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8 Abkürzungsverzeichnis

PRrek rekonstituiertes Proteorhodopsin

PRsol Detergens solubilisiertes Proteorhodopsin

RuBisCO Ribulose-1,5-bisphosphat-Carboxylase/Oxygenase

SRI Sensor Rhodopsin I

S/R Signal/Rausch

UZ Ultrazentrifugation

VIS sichtbarer (’visible’) Spektralbereich

XR Xantorhodopsin



1 Zusammenfassung

In dieser Arbeit wurden zwei Systeme der biologischen Energiewandlung mit ver-
schiedenen spektroskopischen Methoden untersucht und es wurden neue Erkennt-
nisse über die Funktion und Aktivierung der Proteine Proteorhodopsin und RuBisCO
gewonnen. Zusätzlich konnte eine neue methodische Herangehensweise zur Unter-
suchung von Carboxylierungsreaktionen etabliert werden. Dieser Ansatz bietet in Zu-
kunft breite Anwendungsmöglichkeiten zur Studie dieser biologisch so bedeutenden
Reaktionsklasse.

Mit Hilfe der Infrarotspektroskopie und vor allem durch den Einsatz von Tieftem-
peraturmessungen konnte der bisher kontrovers diskutierte Photozyklus von Pro-
teorhodopsin (PR) eingehend charakterisiert werden. Jenseits des gut verstandenen
aktiven Transports bei pH 9,0 wurde vor allem der pH 5,1 Photozyklus untersucht.
Erstmals konnte auch in Infrarotspektren das M-Intermediat bei pH 5,1 nachgewie-
sen werden. Dieses Intermediat ist von entscheidender Bedeutung für den aktiven
Transport über die Zellmembran und seine Existenz wurde bisher vielfach angezwei-
felt. Zudem konnte Glu-108 als ein möglicher Protonenakzeptor des Photozyklus bei
pH 5,1 identifiziert werden. Durch einen pH-Indikator ließ sich der Nachweis erbrin-
gen, dass auch im sauren pH-Bereich Protonen freigesetzt werden. Damit steht fest,
dass ein aktiver Protonentransport bei pH 5,1 möglich ist. Zusammen mit Informa-
tionen zu protonierbaren Aminosäureseitenketten (vornehmlich Asp und Glu) lässt
sich zudem mit Einschränkungen die These unterstützen, dass PR ober- und unter-
halb des pKa-Werts von Asp-97 in verschiedene Richtungen Protonen pumpt. Damit
ergibt sich ein differenziertes Bild für den pH-abhängigen Photozyklus von PR mit
drei pH-Bereichen (pH 9,0, 8,5 bis 5,5 und 5,1) in denen PR unterschiedliche Proto-
nentransportwege zeigt.

Als weiteres biologischen System wurde RuBisCO genauer untersucht. Im Fokus der
Arbeit war dabei die Aktivierung durch die Bildung eines Lysin-Carbamats im akti-
ven Zentrum. Obwohl RuBisCO das am häufigsten vorkommende Enzym unseres
Planeten ist, in der Kohlenstofffixierung eine bedeutende Rolle spielt und obwohl
mehrere Dutzend Kristallstrukturen existieren, gibt es noch immer genügend offe-
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10 1 Zusammenfassung

ne Fragen zur Aktivierung. Mit Hilfe eines Käfig-CO2 konnte die Carbamatbildung
im Enzym direkt verfolgt und der Einfluss von Magnesiumionen auf die Aktivie-
rung beobachtet werden. Damit ließ sich ganz klar ausschließen, dass Magnesium
bereits für die Carbamatbildung erforderlich ist. Die Koordination von Mg2+ ist erst
für die Endiol-Bildung im weiteren Reaktionszyklus essentiell. Zusätzlich wurde ge-
zeigt, dass Azid eine Inhibierung des Enzyms durch die Konkurrenz mit CO2 um die
Bindungsstelle auslöst, allerdings verdrängt CO2 das Azidion im Laufe der Zeit.

Mit den Ergebnissen für RuBisCO konnte klar gezeigt werden, dass die Kombination
aus Käfig-CO2 und Rapid-Scan IR-Spektroskopie ein völlig neues Feld für die Un-
tersuchung von Carboxylierungsreaktionen eröffnet. Gerade die offenen Fragen zu
Biotin bindenden Carboxylasen bieten ein breites Anwendungsgebiet für diese Me-
thodik.



2 Abstract

In this work two enzymatic systems, which are part of the engergy generating path-
way of our ecosystem, were investigated using spectroscopic techniques. New in-
sights into the function of Proteorhodopsin and the activation process of Ribulose-1,5-
bisphosphate-carboxylase/oxygenase have been gained. In addition, a new approach
for studying carboxylation reactions could be established and will be applyable for a
broad range of problems.

The first part of this work concerns low-temperature IR-Studies of the PR photocycle
at different pH-values. Whereas the pH 9,0 photocycle ist well understood, the low
pH photocycle is still controversly discussed and was therefore analyzed in detail.
For the first time, the M-intermediate at low pH could be identified in IR difference
spectra at pH 5,0. This intermediate is crucial for the active proton transport over
the cell membrane and its existence is still disputed. Furthermore, Glu-108 has been
identified as a possible substitute for the proton acceptor Asp-97 at low pH.

An intrinsic pH-sensor proved that there is a proton release in the M-intermediate
at pH 5,0. In combination with the observation of two Asp or Glu involved in the
photocycle, an active proton transport becomes likely. The position of the probable
candidates for the involved Asp/Glu residuen furthers the proposal of a bidirectional
proton pumping above and below the pKa-value of Asp-97. The conclusion from the
IR measurements hint at a tripartite function of PR depending on the pH. For pH 9,0,
pH 5,5 to 8,5 and pH 5,1 a different behavior for the proton transport could be obser-
ved.

The second part of this work focused on the creation of a new approach for the study
of carboxylation reactions and its application on RuBisCO. The activation of this enzy-
me is poorly understood, despite the fact that RuBisCO is the most abundant enzyme
on the planet. It catalyzes the first step in the carbon dioxide fixation und has been
crystallized from various organisms.

Nevertheless, the carbamate formation with an active side lysine as first step in its ca-
talytic circle is still not fully understood. The activation process could be directly ob-
served, using a caged carbon dioxide in combination with rapid-scan IR spectroscopy.

11



12 2 Abstract

The results indicate that Mg2+ is not a necessary part of the carbamate formation, alt-
hough it is later needed for the substrate binding. In addition, it became apparent, that
azide (isoelectric to CO2) is able to block the active side, but it can slowly be replaced
by CO2.

These findings promote our understanding of RuBisCO and prove that the combina-
tion of caged-CO2 with IR spectrocopy presents a succesful approach to the study of
carboxylation reactions. In the future it can be applied to studies on the protein family
of biotin binding carboxylases.



3 Einleitung

3.1 Biologische Systeme - Proteorhodopsin und RuBisCO

3.1.1 Retinalproteine

Retinal bindende Proteine, die eine α-helikale Struktur mit sieben Transmembran-
helices besitzen, spielen eine herausragende Rolle als Photorezeptoren in Zellen.

Abb. 3.1: Oben: all-trans Retinal Unten: 13-cis
Retinal

Vertreter dieser Gruppe können in Ar-
chaeen, Prokaryonten, einzelligen euka-
riotischen Mikroben oder auch den Seh-
zentren höherer Organismen (inklusi-
ve des Menschen) vorkommen.[1] Die-
se Proteine binden alle ein Retinal in ei-
ner zentralen Bindungstasche im Zen-
trum des Helixbündels (vgl. 3.1). Retinal
ist das Aldehyd des Retinols (Vitamin
A). Der Chromophor wird im Inneren
der Proteine meist als Imin an eine Ly-
sin Seitenkette (BR: Lys-216, PR: Lys-231) gebunden und steuert durch seine Isomeri-
sierung den Photozyklus und damit die Funktion der Proteine. Die Bindung an das
Lysin in Form eines Imin wird in der Literatur als Schiff‘sche Base bezeichnet. In frei-
er Form kann durch die Absorption eines Lichtquants eine Reihe von verschiedenen
Isomeren entstehen, die Proteinumgebung der Bindungstasche selektiert jedoch das
gewünschte Isomer.

Vorhersagen über die Struktur der Retinalproteine an Hand ihrer Sequenz und der
Hydrophilie der Aminosäureseitenketten lassen sieben Helices (Helix A bis G), die
in der Membran eingebettet sind, erwarten. Diese Vorhersagen können durch Kris-
tallstrukturanalysen bestätigt werden. Obwohl Membranproteine im allgemeinen
schwer kristallisiert werden können, ist das unter anderem für Bacteriorhodopsin,
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14 3 Einleitung

Rhodopsin, Sensor-Rhodopsin II, Xantorhodopsin und Halorhodopsin gelungen.[2,
3, 4, 5]

Abb. 3.2: Kristallstrukturen für vier Retinal-bindende-Proteine aus der pdb-Datenbank. Im
einzelnen sind Bacteriorhodopsin (BR)[1C3W], Halorhodopsin (HR)[1E12], Xanthorhodopsin
(XR) [3DDL] und Rhodopsin (Meta-Intermediat) [1LN6] gezeigt.

In Abbildung 3.2 ist eine Reihe von Retinalproteinstrukturen gezeigt. Die Strukturen
stammen alle aus den Datensätzen der pdb-Datenbank und zeigen sehr anschaulich,
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dass BR, HR und XR eine sehr ähnliche Struktur haben. Auch Rhodopsin sieht in
seinem Grundzustand sehr ähnlich aus. Allerdings ist in der Abbildung die Kristall-
struktur eines Intermediats (Meta I) des Photozyklus gezeigt, dass verdeutlichen soll,
wie groß die Konformationsänderungen in den Helices sein können.

Abb. 3.3: Die dunkeladaptierte Kristall-

struktur Rhodopsins aus [6]

Die große Familie der Retinalproteine erfüllt
verschiedene Funktionen, zu denen der Pro-
tonentransport über die Zellmembran, die
Funktion als Sensor oder als Kanal gehören.
Diese unterschiedlichen Funktionen der ver-
schiedenen Retinalproteine führen zu einer
Klassifizierung in zwei große Familien. Typ
I besteht aus archaealen Rhodopsinen die als
erstes im archaealen Organismus Halobacte-
rium salinarium entdeckt wurden. Alle Typ I
Retinalproteine transportieren verschiedene
Substrate über die Membran und durchlau-
fen einen Photozyklus. Die absorbierte Ener-
gie nutzen sie z.B. zum Protonentransport
über die Membran (Bacteriorhodopsin (BR),
Xanthorhodopsin (XR) und Proteorhodopsin
(PR)), zum Transport von Chlorid (Halorho-
dopsin (HR)) oder sind Rezeptoren für die Phototaxis von Einzellern (Sensor Rho-
dopsin I und II (SRI bzw. SRII)).

Zu den Typ II Retinalproteinen gehören vor allem die photosensitiven Proteine in den
Augen von Tieren oder auch in menschlichen Augen. Die Stäbchen im Auge bein-
halten mehr als 1000 Membranschichten, deren Proteingehalt zu 90% aus Rhodopsin
besteht. Als Rhodopsin bezeichnet man dabei die Einheit aus Retinal und Protein (Op-
sin). Das Rhodopsin ist an ein G-Protein gekoppelt und gibt durch die photoinduzier-
te Konformationsänderung des Helixbündels das Signal an das G-Protein Transducin
weiter. Von den sieben Helices sind vor allem Helix C und F an der Signalleitung
beteiligt.[7, 8] Ein Schlüsselelement für die Funktion von Rhodopsin ist das Wechsel-
spiel zwischen der protonierten Schiff‘schen Base (der Verbindung zwischen Chro-
mophor und dem Protein) und dem Gegenion, das meist ein Glutamat oder Aspartat
ist. Vor allem infrarotspektroskopische Studien konnten hierzu wertvolle Hinweise
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geben und belegen, dass zwei Glutamate (Glu-113 und Glu-181) hierbei entscheidend
sind.[9]

Während Rhodopsin ein lichtinduziertes Signal weiterleitet, haben die Typ I Retinal-
proteine eine direktere Funktion und transportieren verschiedene Substrate über die
Membran. Auch hier spielt die protonierte Schiff‘sche Base und das dazu gehörige
Gegenion eine große Rolle. Den ersten Schritt des Photozyklus bildet dabei immer
die Isomerisation des Chromophors entlang einer Doppelbindung. Typ I Retinalpro-
teinen zeigen dabei immer eine all-trans zu 13-cis Konformationsänderung, während
der dunkeladaptierte Zustand der Typ II Proteine ein 11-cis Retinal ist, das zu einer
all-trans Struktur übergeht.

Tab. 3.1: Wichtige Retinalproteine mit Angabe des Isomers des Chromophors vor der Anre-
gung und dem Anregungsmaximum.

Protein Retinal Absorption pH 7.0 Typ
Isomer [nm]

Rhodopsin 11-cis 495 II

Bacteriorhodopsin all-trans 568 I

Halorhodopsin all-trans 578 I

Sensor-Rhodopsin I all-trans 587 I

Proteorhodopsin all-trans 520 I

Der Photozyklus des Bacteriorhodopsins soll exemplarisch genauer beschrieben
werden, da es die größte funktionelle Ähnlichkeit zum später untersuchten Proteo-
rhodopsin aufweist und bereits gut charakterisiert ist. Das Protein nutzt die Energie
aus der Photoisomerisierung seines Chromophors (all-trans zu 13-cis Retinal), um
Protonen vom Cytoplasma in die extrazelluläre Matrix zu pumpen. Die Details des
Photozyklus werden bereits seit mehr als dreißig Jahren untersucht.[10] Aus der
historischen Entwicklung stammt auch die Benennung der Intermediate in einem
1-Buchstaben-Code. Da die Intermediate mit einer (De)Protonierung des Retinals
oder Änderungen im Wasserstoffbrückenbindungsnetzwerk der Bindungstasche
einher gehen, sind sie leicht über die Veränderungen im Absorptionsspektrum des
Chromophors zu beobachten. Meist wird das Absorptionsmaximum eines Interme-
diats seiner Buchstabenkennung hinzugefügt.[11, 12]
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Abb. 3.4: Photozyklus von BR mit einem Blick auf den Protonierungsgrad des Retinals und
Schlüsselaminosäuren. Für alle Intermediate ist das Absorptionsmaximum des Chromophors
als Index angegeben. Die Zeiten für die Übergänge sind angegeben, bilden allerdings nur
Richtwerte, da Wassergehalt, Lipidart und Probenpräparation darauf einen großen Einfluss
haben. Wichtig ist vor allem der Übergang von all-trans zu 13-cis aus der dunkeladaptierten
Form und die (De)Protonierungen im M- und N-Intermediat.

In Abbildung 3.4 ist ein Überblick über die verschiedenen Intermediate des BR Pho-
tozyklus zu sehen. Es sind ausschließlich die wichtigen Bindungen des Chromophors
und einige Aminosäuren gezeigt. Bei den beiden Aminosäuren Asp-85 und Asp-96
handelt es sich um den Protonenakzeptor und -donor im BR Photozyklus. Im ers-
ten Schritt des Photozyklus absorbiert das Retinal Licht und eine erste konformelle
Änderung von all-trans nach 13-cis Retinal findet statt. Obwohl dieser Prozeß sehr
schnell abläuft ( fs bis ps), gibt es Hinweise aus der Kurzzeitspektroskopie (IR und
Vis) auf eine Beteiligung der Proteinumgebung an diesem ersten Schritt.[13] Mit Er-
reichen des K-Intermediats ist die all-trans zu 13-cis-Isomerisierung abgeschlossen. Im
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L-Intermediat findet eine Wechselwirkung der Schiff‘schen Base mit dem Protonenen-
Akzeptor Asp-85 statt, dieses Intermediat ist fast ausschließlich in Infrarotspektren
(IR-Spektren) identifizierbar. Um überhaupt ein Proton durch die Membran zu schleu-
sen, bedarf es einer Konformationsänderung des Proteins, also einer Öffnung ge-
genüber der extrazellulären Matrix. Im M Intermediat kann man diese Öffnung zur
extrazellulären Seite in IR-Spektren anhand von Differenzbanden des Proteinrück-
rats gut erkennen. Die Bewegungen des Helixbündels können simultan mit der De-
protonierung der Schiff‘schen Base beobachtet werden. In den Vis-Spektren des M-
Intermediats wird zudem die Deprotonierung der Schiff‘schen Base deutlich. Aller-
dings ist der Weg des Protons von der Bindungstasche zur extrazellulären Matrix nur
schwer spektroskopisch zu fassen. Es gibt aber Hinweise, dass Wassercluster im Inne-
ren des Proteins am Transport beteiligt sind.[14] In den späten Intermediaten des Pho-
tozyklus wird die Schiff‘sche Base wieder protoniert (durch Asp-96) und der Chromo-
phor isomerisiert wieder in den all-trans Ausgangszustand. Der Protonentransport
über die Membran ist abgeschlossen, wenn zwischen dem N- und O-Intermediat ein
Proton von der cytoplasmatischen Seite aufgenommen wird.

3.1.2 Proteorhodopsin - Grundlagen und biologische Relevanz

Abb. 3.5: Phylogenetischer Baum für

Proteorhodopsin. Der Baum wurde mit

BLAST (Basic Local Alignment Search

Tool 1) erstellt und stark vereinfacht.

Proteorhodopsin (PR) ist ein relativ neuer Ver-
treter der Familie der Retinalproteine und
eng verwandt mit den im vorangegangenen
Abschnitt vorgestellten anderen Retinalprote-
inen. In der letzten Dekade ist PR in marinen
Proteobakterien in verschieden Ökosystemen
der Weltmeere entdeckt worden.[15, 16, 17,
18, 19, 20] Es ist ein α-helikales Membranpro-
tein mit sieben Helices aus 249 Aminosäuren
und einem Molekulargewicht von 27 kD, dass
Protonen über eine Membran pumpen kann.
Der Chromophor ist wie bei allen Retinal-
proteinen ein Retinal, das kovalent über eine
Schiffsche Base an Lys-231 gebunden ist. Ab-
hängig vom Absorptionsmaximum des Chro-

mophors werden PR in grün absorbierende (GPR) und blau absorbierende (BPR) PR
unterschieden.[15, 21] BPR kann durch eine einzige Mutation in GPR umgewandelt
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werden, dennoch unterscheiden sich beide Varianten in ihrer Aktivität. BPR zeigt
einen langsameren Photozyklus und hat daher wahrscheinlich eher eine regulatori-
sche Funktion, während GPR mit deutlich größerer Effizienz Protonen über die Mem-
bran pumpt.[17] Genetische Studien an verschiedenen Meeresorganismen in verschie-
denen maritimen Regionen zeigen, dass PR ein sehr weit verbreitetes Protein ist und
daher mit großer Sicherheit eine wichtige Rolle für die Energiebalance der Biosphäre
spielt.

Abb. 3.6: Vereinfachte Homologiestruktur von Proteorhodopsin. Die Sequenz wurde an die
BR Kristallstruktur 1C3W aus der pdb-Datenbank angepasst.(vgl. ähnliche Darstellung in
[22]) Im Zentrum des Helixbündels sitzt der kovalent gebundene Chromophor (türkis) ko-
valent an Lys-231 gebunden.

Die genaue Struktur des Proteins ist bisher nicht bekannt, da es nicht gelungen ist,
eine Kristallstruktur zu erhalten. Allerdings wurden eine Reihe von Studien mit der
Rasterkraftmikroskopie (AFM) und Elektronenmikroskopie (EM) durchgeführt, um
die Topologie des Proteins zu beobachten.[23, 24] Diese Messungen zeigen, dass Pro-
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teorhodospin 2D Kristalle in den einzelnen Schichten Hexamere oder Pentamere bil-
den, allerdings ist nicht geklärt, ob diese Quartärstruktur einen Einfluss auf die Fun-
tion des Proteins hat. Jedoch ist für das homologe BR bekannt, dass es in Purpur-
membranen im natürlichen Zustand als 2D Kristall vorliegt. In der Purpurmembran
bildet ein BR-Trimer eine hexagonale Einheitszelle, in der sich auch Lipidmoleküle
befinden.[25] Zusätzlich gibt es eine Reihe von Ansätzen, die PR Sequenz in vorhan-
dene Kristallstrukturen homologer Proteine wie BR oder SR einzupassen.[15, 16, 26]
Diese Homologiemodelle sind hilfreiche Visualisierungen der Proteinstruktur und er-
leichtern die Interpretation spektroskopischer Daten.

Vor allem die vermutlich am Protonentransport beteiligten Aminosäuren sind im PR
gut konserviert und entsprechen im wesentlichen den analogen Aminosäuren im
BR. Erwähnenswert sind vor allem der Protonenakzeptor Asp-97 (evtl. Asp-227 und
Arg-94) und der Protonendonor Glu-108. Die Homologen im BR sind Asp-85 (Pro-
tonenakzeptor), Lys-216 (Schiff‘sche Base) und der Protonendonor Asp-96. Im Ver-
gleich zu anderen Retinalproteinen, namentlich z.B. BR oder SR I, ist der pKa-Wert
des Protonenakzeptors Asp-97 ungewöhnlich hoch und liegt zwischen pH 7,2 und pH
8,0.[27, 22, 28, 29] Eine Titration des Homologs Asp-85 in BR zeigt einen pKa-Wert von
≈2.6.[30] Eine Erklärung für diesen pKa-Wert ist ein Aspartat-Histidin-Komplex, der
ebenso in der eukariotischen Prototonenpumpe XR gefunden wurde.[31] Allerdings
ist eine Komplexierung durch das Histidin allein eine zu schwache Erklärung für
die ungewöhnlichen pH-Eigenschaften des Protonenakzeptors. Die natürliche Umge-
bung des Proteins weist allerdings einen pH-Wert wischen 7.5 und 8.1 auf.[32] Damit
befindet sich das Protein in einer Umgebung, bei der der Protonenakzeptor nur zum
Teil deprotoniert vorliegt und somit die Effizienz der Pumpe eingeschränkt ist. Al-
lerdings ist es möglich, dass lokal an der Zellmembran andere pH-Werte herrschen.
Mit diesen Informationen stellt sich allerdings auch die Frage, ob PR nicht nur eine
schlichte lichtgetriebene Pumpe, sondern evtl. auch ein sensorisches Protein ist.

Der Photozyklus wurde analog zum Photozyklus des BR benannt und man spricht
von K, (L), M, N und O Intermediaten. Beim PR ist es jedoch unumgänglich, den Pho-
tozyklus bei pH-Werten ober- und unterhalb des pKa-Werts des Protonenakzeptors
zu betrachten. Der in Abbildung 3.7 gezeigte Photozyklus entspricht den Erkenntnis-
sen von Friedrich et. al. ([33]) und anderen Gruppen, die bei Raumtemperatur mit
zeitaufgelösten IR-, Raman oder Vis-Methoden die Intermediate untersucht haben.
Im Alkalischen bei pH 10 zeigt der Photozyklus K-, M-, N- und O-Intermediate, die
sich allerdings beständig im Gleichgewicht miteinander befinden. Es ist nicht mög-
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Abb. 3.7: Der Photozyklus von PR nach [33] ist unter alkalischen Bedingungen nahezu iden-
tisch mit dem BR Photozyklus, bei sauren pH Werten ändert sich das Bild allerdings und das
M Intermediat ist nicht beobachtbar. Die Zuordnung der Intermediate erfolgt allerdings an
Hand IR-spektroskopischer Daten bei Raumtemperatur.

lich, klar definierte Intermediate wie beim BR zu beobachten. Bei einer Absenkung
des pH-Werts auf 5 zeigt sich allerdings ein gänzlich anderes Bild. Das M-Intermediat
ist nicht länger beobachtbar und damit fehlt der entscheidende Schritt für die Öffnung
des Proteins zur extrazellulären Matrix.

Aus Sicht der Spektroskopie sollte somit kein gerichteter Transport mehr stattfinden.
Diese Aussage wird jedoch kontrovers diskutiert. Es gibt Studien, die eine Inversion
der Pumprichtung für den Übergang von alkalischem zu saurem pH vorhersagen.[?]
Allerdings existieren auch Photostrommessungen, die nicht bestätigen konnten, dass
es eine Inversion der Pumprichtung gibt.[34, 28, 35, 36] Damit wirft der Photozyklus
bei pH-Werten, die kleiner sind als der pKa-Wert von Asp-97, noch immer eine Viel-
zahl von Fragen auf. Ohne weiterführende Untersuchungen zur Existenz eines akti-
ven Protonentransport, seine Richtung und die Charakterisierung der daran beteilig-
ten Aminosäuren, kann die Funktion von PR nicht vollständig verstanden werden.
Damit bietet sich gerade für die IR-Spektroskopie eine Vielzahl von Ansatzpunkten,
um zur Aufklärung dieser Problematik beizutragen.

3.1.3 RuBisCO

Ribulose-1,5-bisphosphat-Carboxylase/Oxygenase (RuBisCO) ist das Schlüsselen-
zym der biologischen Kohlenstoffdioxid (CO2) Fixierung und damit von herausra-
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gender Bedeutung für das Leben. Im Rahmen des Kohlenstoffkreislauf stellt RuBis-
CO als Teil des pflanzlichen Lebens den Eintrittspunkt von gasförmigem CO2 in die
Biosphäre da. RuBisCO ist damit nicht ohne Grund das am meisten verbreitete Pro-
tein der Welt. Der bei Elementaranalysen bestimmte Stickstoffgehalt in Blättern wird
zu mehr als 50% RuBisCO zugeordnet, das mit 560 kDa und jeweils acht kleinen und
acht großen Untereinheiten zu den größten bekannten Enzymen gehört.[37][38][39]
Jeder einzelne RuBisCO-Komplex verfügt damit über acht aktive Zentren, in denen
die Kohlenstoffdioxidfixierung stattfinden kann.

Abb. 3.8: RuBisCO aus Spinat, Röntgenkristallstruktur 1UPM aus der PDB-Datenbank. Das
Enzym wurde mit 2-Carboxyarabinitol-2-Bisphosphat und Ca2+ kristallisiert.

RuBisCO katalysiert die Addition von CO2 und H2O an D-Ribulose-1,5-Bisphosphat
(RuBP). Dabei wird CO2 an die Doppelbindung der Enolform der Ribulose addiert
und das Reaktionsprodukt zerfällt in mehreren Schritten in 3-Phospho-D-Glycerat.
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Abb. 3.9: Edukt und Produkt der von RuBisCO katalysierten Reaktion.

Neben dieser ureigenen Funktion von RuBisCO gibt es allerdings eine unerwünschte
Nebenreaktion mit Sauerstoff, bei der das Substrat RuBP oxidiert wird. Dabei wird
ebenfalls das Enolat angegriffen, allerdings reagieren Sauerstoff und Wasser mit dem
Substrat zu einem Peroxyketon, das anschließend zu je einem Molekül 3-Phospho-D-
Glycerat und 2-Phophoglycolat zerfällt. Welcher Reaktionsweg eingeschlagen wird,
hängt von mehreren Faktoren ab. Das Enzym selbst (abhängig von der Spezies), licht-
abhängige Aktivasen oder die CO2- und O2-Konzentration beeinflussen die Aktivität.
Außerdem dient das Substrat RuBP gleichzeitig in höheren Konzentrationen als Inhi-
bitor.

Die Struktur der Bindungstasche und verschiedene Intermediate mit gebundenem
Substrat sind mit Hilfe von kristallographischen Untersuchungen charakterisiert wor-
den. Allerdings geben diese Strukturen immer nur einen punktuellen Einblick in die
Funktionsweise des Enzyms und können wenig über Kinetik und Gleichgewichtsla-
ge im Reaktionszyklus aussagen. Die in der PDB-Datenbank hinterlegten Strukturen
aus Landpflanzen und grünen Algen lassen sich in Form I- und Form II-RuBisCO
Holoenzyme aufteilen. Die beiden Formen unterscheiden sich in der Anzahl der Un-
tereinheiten. Während Form I Holoenzyme acht kleine und acht große Untereinheiten
aufweisen, bestehen Form II-Enzyme aus einem Homodimer zweier großer Unterein-
heiten. Das in dieser Arbeit später genauer untersuchte RuBisCO aus Spinat gehört
zu den Form I Holoenzymen.

3.1.3.1 Detaillierter Reaktionszyklus und Aktivierungsprozesse

Die Details des RuBisCO Reaktionszyklus sind bisher vornehmlich über chemische
Modifikationen, Mutagenese des Enzyms und strukturelle Untersuchungen gewon-
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nen worden.[40][41] Im folgenden Abschnitt werden die am Reaktionszyklus betei-
ligten Aminosäuren nach der Numerierung aus Spinat-RuBisCO benannt. Der vor-
gestellte Mechanismus involviert die Aktivierung des Enzyms über die Carbamatbil-
dung eines CO2 Moleküls mit Lys-201 und die Stabilisierung dieses Carbamats über
positive zweiwertige Kationen (Mg2+). Erst nach der Carbamatbildung befindet sich
das Enzym in seiner aktiven Form und kann das Substrat RuBP binden und in die
2,3-Endiolat Form konvertieren. An die Doppelbindung dieses Endiolats kann dann
ein weiteres CO2-Molekül angreifen.

Die Aktivierung von RuBisCO passiert spontan bei leicht alkalischen Bedingugen.
Das aktive Zentrum wird zu Teilen von einer Fassstruktur des C-Terminus und von ei-
ner weiteren Untereinheit des Dimers gebildet. Im inaktiven Zustand ist das Zentrum
gut zugänglich für Cofaktoren und das Substrat, allerdings ändert sich dass nach der
Bindung von RuBP durch die Bewegung einiger Schleifen über die Öffnung. Drei wei-
tere Aminosäuren (Glu-60, Thr-65 und Asn-123) der L-Untereinheit werden dadurch
Teil der Bindungstasche und sind wahrscheinlich am Mechanismus beteiligt.[42] Als
erster Schritt der Aktivierung reagiert allerdings das freie CO2 mit der neutralen Ami-
nogruppe von Lys-201. Dabei ändert sich laut kristallographischen Untersuchungen
des aktivierten Enzyms die Proteinumgebung nur unwesentlich und größere Bewe-
gungen oder Änderungen der Sekundärstruktur sind nicht zu beobachten.[43][44]
Das in unmittelbarer Umgebung koordinierte Mg+ wird zusätzlich vor allem durch
Asp-203 und Glu-204 als einzähnige Liganden koordiniert. Zusätzlich zu den Prote-
inseitenketten und dem Carbamat wird die Koordinationssphäre des Magnesiumions
durch drei Wassermoleküle vervollständigt.

Im nächsten Schritt wird in der Bindungstasche das Substrat RuBP koordiniert und
damit die Koordinationssphäre des Mg+ vervollständigt. Da das C2 und C3 Kohlen-
stoffatom über den Carbonyl- bzw. Hydroxylsauerstoff an das Magnesiumion gebun-
den wird und das C3-Proton in direkter Nähe zum Carbamatsauerstoff ist, wird die
Bildung eines Endiols favorisiert. Das C3-Proton wird abstrahiert (vgl. 3.10). Das ent-
stehende cis-Endiol ist außerhalb der Bindungstasche nicht stabil und kann nur durch
die Koordination mit der Umgebung für einen ausreichend langen Zeitraum stabili-
siert werden. Ausgehend vom cis-Endiol gibt es zwei zentrale Reaktionswege für Ru-
BisCO. Der in der biologischen Energiegewinnung erwünschte Weg läuft über die Fi-
xierung des CO2-Moleküls in Form eines 3-Phospho-D-Glycerats. Zusätzlich reagiert
RuBisCO mit Sauerstoff und leitet damit die Spaltung des RuBP in zwei Moleküle
2-Phospho-Glykolat ein. Dieser zweite Reaktionsweg führt allerdings zu einem Ener-
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gieverlust, da das Substrat verbraucht wird, ohne geeignete Metaboliten für die Zelle
herzustellen. Zusätzlich ist wieder Energie erforderlich um das 2-Phospho-Glykolat
in eine nutzbare Verbindung zu verwandeln.

Beide Reaktionswege beginnen mit der Addition von CO2/O2 an die C2=C3 Bindung
des cis-Endiols. Dabei sorgt die Geometrie der Bindungstasche und der „Deckel“ aus

Abb. 3.10: Die Abbildung zeigt die im aktiven Zentrum stattfindende Reaktion von Ribulose-
1,5-Bisphosphat mit CO2 oder O2. Die Beteiligung des Enzyms wird dabei vollständig ausge-
blendet und nur die chemischen Reaktionen des Substrats bleiben sichtbar.
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den Schleifen der L-Untereinheit für einen Tunnel zum C2-Kohlenstoff des Substrats,
der nur für kleine Moleküle wie CO2 und O2 passierbar ist. Die Addition erfordert zu-
sätzlich ein Wassermolekül was bereits in der Bindungstasche eingeschlossen ist. Der
genaue Mechanismus der Addition ist allerdings nicht perfekt verstanden. Im letz-
ten Teil des CO2-Reaktionswegs wird die C2-C3 Bindung gebrochen und ein erstes
Molekül 3-Phospho-Glycerat freigesetzt. Das ist das Signal für die Öffnung der Bin-
dungstasche, damit das Produkt in die Umgebung entlassen werden kann. Als letztes
muss noch die zweite C3-Einheit stereospezifisch protoniert werden, bevor das zweite
3-Phospho-Glycerat freigesetzt werden kann.

3.2 Spektroskopische Methoden

3.2.1 Infrarotspektroskopie

Die Infrarotspektroskopie hat sich in der Vergangenheit vielfach als sensitive und ex-
akte Methode zur Betrachtung biologischer Systeme erwiesen. Sie beruht auf der Ab-
sorption von Strahlung im infraroten Bereich des Spektrums durch Molekülschwin-
gungen. In der IR-Spektroskopie wird direkt die Absorption einer Probe gemessen
und nicht wie in der Ramanspektroskopie die Streustrahlung. Dabei betrachtet man
bei biologischen Proben meist einen Bereich von λ = 2, 5µm− 15µm. Die Position von
Banden im IR-Spektrum wird jedoch meist in Wellenzahlen [cm−1], also der rezipro-
ken Wellenlänge angegeben.[45][46]

ν̃[cm−1] =
104

λ[µm]
(3.1)

Das hat den Vorteil, dass Wellenzahlen direkt proportional zur Energie ∆E sind.
Im einfachsten Fall beschreibt man Molekülschwingungen als eine Überlagerung
der Schwingungen einzelner Bindungen und betrachtet diese nach dem Hook‘schen
Gesetz als zwei Kugeln, die über eine Feder mit der Kraftkonstante k verbunden
sind. Diese Kraftkonstante ist ein Maß für die Bindungsstärke. Um die Energie einer
Schwingung und damit die Position ihrer Bande im Spektrum zu erhalten, verwendet
man das Modell des harmonischen Oszillators. Als potentielle Energie wird dabei in
die Schrödingergleichung die Funktion des Kernabstands r eingesetzt. Generell gilt,
dass eine stärkere Bindung und kleinere Massen der schwingenden Atome jeweils zu
höheren Schwingungsfrequenzen führen.
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∆EVIB = En+1 − En = hνOSC (3.3)

n Schwingungsquantenzahl
h Planck‘sches-Wirkungsquantum
EVIB Schwingungsenergie

Um überhaupt eine Bande im IR-Spektrum zu beobachten, muss sich das Dipolmo-
ment während der Schwingung ändern. Das führt dazu, dass symmetrische Schwin-
gungen in symmetrischen Molekülen im IR-Spektrum nicht sichtbar sind. Diese
Schwingungen können nur in der Raman-Spektroskopie beobachtet werden, deren
Auswahlregeln eine Änderung der Polarisierbarkeit der Bindung verlangen.

Abb. 3.11: Schematische Darstellung des Lambert-Beer Gesetzes, das die Abschwächung von
Strahlung beim Durchtritt durch eine Probe beschreibt (I0 → I).

Für die IR-Spektroskopie an Proteinen gibt es eine Vielzahl an Techniken und Pro-
benformen. Häufig wird hierbei ein Absorptionsspektrum gemessen, das aus einem
Hintergrund- und einem Probenspektrum berechnet wird. Die Aufnahme der Einka-
nalspektren des Hintergrunds [I0] und der Probe [I] kann dabei getrennt erfolgen.
Dennoch wird im allgemeinen darauf geachtet, dass Hintergrund und Probe unter
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vergleichbaren Bedingungen gemessen werden, da selbst kleine Temperaturschwan-
kungen oder Änderungen in der Luftfeuchtigkeit einen Einfluß auf die Messung ha-
ben oder für störende Banden sorgen. Aus den Einkanalspektren kann dann mit dem
Lambert-Beer‘schen Gesetz das Absorptionsspektrum berechnet werden.[47]

A = c · d · ε = − lg
(

I
I0

)
(3.4)

A Absorption
c Konzentration
d Schichtdicke
ε Extinktionskoeffizient

Im einfachsten Fall besteht ein Infrarotspektrometer somit aus einer Lichtquelle, ei-
nem Monochromator, einem Probenhalter und einem Detektor. In diesem Fall kön-
nen I und I0 nacheinander für jede einzelne Wellenzahl bestimmt werden und das
Absorptionsspektrum kann danach zusammengesetzt werden. In der modernen In-
frarotspektroskopie wird jedoch meist die Fourier-Transform Infrarotspektroskopie
verwendet (FTIR-Spektroskopie), um Spektren in kürzerer Zeit, mit einem besseren
Signal-Rausch-Verhältnis und hoher Wellenzahlpräzision aufnehmen zu können. Die
Vorteile der FTIR-Spektroskopie lassen sich in drei Grundsätze zusammenfassen:

1. Multiplex-Vorteil Gleichzeitige Detektion aller Wellenlängen. (Besseres
Signal-Rausch-Verhältnis)

2. Jacquinot-Vorteil Die gesamte Lichtintensität steht durch das Wegfallen
von Spaltblenden zur Wellenlängenselektion zur Verfü-
gung und damit eine größere Messlichtintensität. (Besseres
Signal-Rausch-Verhältnis)

3. Connes-Vorteil Hohe Wellenzahlpräzision durch die interne Kalibrierung
mit einem Laser mit sehr genau bekannter Frequenz, des-
sen Interferenzminima und -maxima die genaue Position
des Interferometers und damit die Wellenzahlgenauigkeit
angeben.

Nur in Situationen, in denen hohe Meßlichtintensität notwendig ist oder schnelle Ki-
netiken bei spezifischen Wellenzahlen interessant sind, verzichtet man auf die Vortei-
le der FTIR-Spektroskopie. Mit Hilfe von IR-Lasern oder speziellen durchstimmbaren
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Dioden kann ein besseres Signal-Rausch-Verhältnis erzeugt werden. Diese Quellen
lassen jedoch nur eine Datenaufnahme in einem eng begrenzten Wellenzahlenbereich
zu.

Die Fourier-Transform-Infrarotspektroskopie benutzt den namensgebenden Algorith-
mus, um das Interferogramm, das die Intensität in Abhängigkeit des Weglängenun-
terschieds der zwei IR-Strahlen darstellt, von der Zeit- in die Frequenzdomäne zu
transformieren. Bei einer monochromatischen Lichtquelle kann aus dem Interfero-
gram direkt die Amplitude und Frequenz der elektromagnetischen Welle bestimmt
werden, sobald aber eine breitbandige IR-Quelle verwendet wird, überlagern sich die
verschiedenen Beiträge.

Letztendlich entspricht das durch den Strahlteiler und den bewegten Spiegel erzeugte
Interferogramm einer Fouriertransformation (FT) des Spektrums. Die mathematische
Repräsentation des durch die FT verbundenen Paars aus Interferogramm (S(δ)) und
Spektrum (B(ν̃)) stellt sich wie folgt dar:

S(δ) =
∫ ∞

−∞
B(ν̃)ei2πν̃δ dν̃ (3.5)

B(ν̃) =
∫ ∞

−∞
S(δ)ei2πν̃δ dδ (3.6)

δ Spiegelposition
ν̃ Frequenz

Die Anwendung der FT auf dieses Interferogram macht die Transformation rückgän-
gig und erlaubt die Betrachtung des Spektrums. Die FT kann in vereinfachter Weise
anhand eines Interferogramms erklärt werden, das die Form einer Kosinusfunktion
hat. Die Funktion wird digitalisiert und punktweise mit einer zweiten Kosinusfunk-
tion bekannter Frequenz multipliziert und aufsummiert. Nur bei übereinstimmenden
Frequenzen ergibt sich eine von Null verschiedene Summe. Nur für analysierende
cos-Funktionen mit einer identischen Frequenz wird das Ergebnis der Multiplikati-
on stark positiv. Allerdings benötigt man möglichst viele Datenpunkte, damit Fre-
quenzen, die nah an der wirklichen Frequenz liegen und einen geringen Gangunter-
schied haben, von der richtigen Frequenz unterschieden werden können. In der prak-
tischen Anwendung wird die schnelle FT (FFT) verwendet, die die Rechenzeit zur
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Auswertung des Interferograms signifikant verkürzt und zumeist auf dem Cooley-
Tukey-Algorithmus basiert.[48] Die Auflösung eines FTIR-Spektrometers abhängig
von der Weglänge ∆max des bewegten Spiegels. In guter Näherung ergibt sich für die
Frequenzauflösung ∆ν̃ bei gegebener maximaler Auslenkung des Spiegels:

∆ν̃ ≈ 1
∆max

(3.7)

Einfach formuliert gilt der Zusammenhang, je länger der Weg, um so besser wird
die Auflösung. Generell beeinflusst die Begrenzung der Spiegelbewegung und die
Anzahl der Datenpunkte die Linienform und Auflösung des Spektrometers. Die Be-
grenzung entspricht einer der Multiplikation des Interferograms in den Grenzen +∞
bis −∞ mit einer Boxcarfunktion. Diese Funktion wird oft auch als instrumentel-
le Linienform (ILF) bezeichnet. Um die Seitenmaxima des Interferogramms zu mi-
nimieren wird daher eine Apodisation mit einer geeigneten Funktion durchgeführt
(Blackmann-Harris-, Rechteck-, Triangular- oder Trapezfunktion). Im Maximum des
Interferograms ist die Apodisationsfunktion auf 1 und bei δ=max auf null gesetzt.[47]

Abb. 3.12: Schematische Darstellung eines Michelson-Interferometers: Da vom Globar emit-
tierte Licht wird durch einen Strahlteiler auf zwei Spiegel gelenkt. Einer der Spiegel ist beweg-
lich und erzeugt durch die Vor- und Rückwärtsbewegung das Interferogramm. Die maximale
Auslenkung des beweglichen Spiegels gibt die Frequenzauflösung vor.
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Das Interferogram wird zur Glättung des späteren Spektrums häufig noch durch so-
genanntes „Zerofilling“ an den Stellen außerhalb der tatsächlich erreichten Spiegelpo-
sitionen mit Nullen aufgefüllt. Allerdings kann sich dadurch die Auflösung des Spek-
trometers nicht verbessern. Zum Schluss muss man noch die Phaseninformation des
Interferogramms in Betracht ziehen, da z.B. elektronische Filter, die hochfrequentes
Rauschen herausfiltern, eine wellenzahlenabhängige Phasenverzögerung induzieren.
Auch wenn der erste Datenpunkt nicht exakt bei δ = 0 gemessen wird, muss eine Pha-
senkorrektur durchgeführt werden. Der Phasenwinkel Θν̃ variiert nur geringfügig mit
der Wellenzahl und man benutzt daher einen symmetrischen Bereich um δ = 0 zur
Phasenkorrektur. Das Phasenspektrum ergibt sich aus der cos-FT („reales Spektrum“)
und sin-FT („imaginäres Spektrum“) des Spektrums.

Θν̃ = arctan
Im(ν̃)
Re(ν̃)

(3.8)

Die Details der Phasenkorrektur wurden von Mertz [49] ausgearbeitet und werden
bis heute verwendet.

3.2.2 IR-Spektrometer

3.2.2.1 Lichtquellen und Detektion

In der vorliegenden Arbeit werden FTIR-Spektrometer verwendet, mit denen durch
die bereits beschriebenen Vorteile in Kapitel 3.2.1 qualitativ hochwertige Proteinspek-
tren gemessen werden können. Das Bauprinzip moderner FTIR Geräte ist dabei sehr
einfach. Man benötigt eine Lichtquelle, einen sogennanten Globar („glowing bar“) aus
Siliziumcarbid, der durch Erhitzen auf ca. 1500 K breitbandig Infrarotstrahlung ab-
strahlt. Danach wird die IR-Strahlung durch ein Michelson-Interferometer zur Probe
gelenkt. Die abgeschwächte IR-Strahlung wird dann von einem DTGS (deuteriertes
Triglycinsulfat)- oder MCT (Quecksilber(mercury)-Cadmium-Tellurid)-Detektor ge-
messen.

Die beiden Detektoren unterscheiden sich sowohl in ihrem Funktionsmechanismus,
als auch in ihren Anwendungsbereichen. Der DTGS-Detektor ist ein pyroelektrischer
Detektor und reagiert somit auf Temperaturänderungen mit einer Ladungstrennung
und damit einer messbaren Spannung. Dabei reicht der Detektor bis auf einen Fak-
tor von 10 an die Genauigkeit eines idealen thermischen Sensors heran.[50] Er ist
bei Raumtemperatur einsetzbar und die Strahlungsempfindlichkeit ist unabhängig
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von der Wellenlänge; einzig die thermische Trägheit und die im Vergleich zum MCT-
Detektor geringere Empfindlichkeit sind als Nachteile zu nennen.

Der MCT-Detektor ist ein Photonendetektor, in dem durch das Auftreffen von Photo-
nen Ladungsträger in das Leitungsband gehoben werden (Photoleitender Dektektor).
In anderen Ausführungen werden Photodioden aus Halbleitern mit einer Bandlücke
im mittleren IR verwendet (Photodioden-Detektor).[51] Um den Bereich des mittleren
Infrarots zu beobachten, muss der Detektor allerdings auf 77 K mit Hilfe von flüssi-
gem Stickstoff gekühlt werden. Im Vergleich zum DTGS-Detektor hat er allerdings
eine wesentlich geringere Anstiegs- und Abklingzeit im Bereich von Nanosekunden
und ist deutlich empfindlicher.

3.2.2.2 Probenhalter und Probenform

Die gängigste Probenvorbereitung für Feststoffe ist die Mischung der Probensubstanz
mit einer Trägermatrix, die im Bereich des mittleren Infrarotlichts nicht absorbiert. Im
allgemeinen wird dazu Kaliumbromid verwendet, dass mit der Probe vermischt und
anschließend zu Pellets gepresst wird. Allerdings können auf diese Art keine flüssi-
gen oder sehr empfindlichen Proben gemessen werden. Eine Alternative dazu ist die
ATR(attenuated total reflection)-IR-Spektroskopie. Hierbei wird das Probenmaterial
auf einen hochbrechenden Kristall aufgebracht, durch den das Licht geleitet wird und
der Goos-Hänchen-Effekt wird ausgenutzt, um mit einer Weglänge im Bereich weni-
ger µm die Substanz auf der Kristalloberfläche zu untersuchen.[52] Die Eindringtiefe
der evaneszenten Welle hängt dabei entscheidend vom Winkel und dem Brechungs-
index der beiden Medien ab. Die ATR Technik erlaubt auch die Untersuchung von
lösungsmittelhaltigen Proben, da die Weglänge kurz genug ist, um auch im Bereich
der Lösungsmittelabsorption noch genügend große Transmission durch die Probe zu
erreichen.[53] [54]

Gerade wässrige Proben können im mittleren Infrarot nur gemessen werden, wenn
die Schichtdicke ausreichend klein ist (<100 µm). Für Transmissionsspektren müssen
daher Fenster mit einer Abstandsfolie von wenigen µm Dicke oder Fenster mit einem
aus einer vetieften Fläche und einem umlaufenden Graben gebildeten Probenkam-
mer verwendet werden. In Abbildung 3.13 sind die zwei in dieser Arbeit verwen-
deten Messmethoden gezeigt. Die Küvette für die Transmission besteht aus einem
verschraubbaren Metallgehäuse, in das die Calciumfluoridfenster eingesetzt werden.
Üblicherweise ist ein Fenster in der Mitter vertieft und diese Fläche ist wiederum von
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Abb. 3.13: Auf der linken Seite ist der temperierbare Probenhalter für die IR-Zelle mit dem
Lichtweg zu sehen. In der Mitte erkennt man die Einzelteile der IR-Zelle mit dem äußeren
Metallgehäuse, dem Spacer, einem CaF2-Fenster mit Graben und einem Deckfenster. Rechts
ist ein ATR-Kristall mit angedeuteter Probe zu erkennen.

einem Graben umgeben, um ein Auslaufen der Zelle zu verhindern. Zusammen mit
einem zweiten Fenster können so kleine Volumina (∼1 µl) eingeschlossen werden. Die
Zelle wird anschließend mit Öl oder Teflonpaste versiegelt. Durch den temperierbaren
Probenhalter können Proben im Temperaturbereich -20 bis 95 °C gemessen werden.
Um die Schichtdicke zu variieren, wird statt des vertieften Fensters ein planes Fenster
und eine Abstandsfolie verwendet (12 bis 100 µm).

3.2.3 Zeitaufgelöste FTIR-Spektroskopie

Mit heutigen FTIR-Geräten liegt die Aufnahmezeit für ein einzelnes Absorptions-
spektrum abhängig von der Auflösung und der Spiegelgeschwindigkeit des beweg-
lichen Spiegels im Inferferometer im besten Fall im Bereich einiger Millisekunden.
Die Zeitauflösung wird durch die Masse des Spiegels begrenzt, der mit Frequenzen
von bis zu ∼50 Hz bewegt wird.[55] Die einfachste Form einer zeitaufgelösten FTIR-
Messung ist somit die sogenannte Rapid-Scan Technik, bei der mit der maximalen
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Spiegelgeschwindigkeit direkt hintereinander Spektren gemessen werden. Dadurch
erreicht man eine Zeitauflösung von bis zu ca. 10 ms. Um die Zeitauflösung deutlich
zu verbessern, kann man Transienten bei einzelnen Wellenzahlen mit Hilfe von IR-
Lasern und schnellen MCT-Detektoren messen. Diese Transienten haben eine Zeitauf-
lösung im Bereich von Nanosekunden (ns).[56][57] Die Pump-Probe-Spektroskopie
schließlich verkürzt die Zeitauflösung auf wenige 100 fs.[58]

Abb. 3.14: Schematische Darstellung der Datenaufnahme in der StepScan Spektroskopie. Die
Pfeile zeigen die Richtung der Messung an, aus deren Datenpunkten nach der Messung die
Interferogramme entstehen (schwarze und graue Kurve).

Um ein IR Spektrum über einen weiten Wellenlängenbereich mit einer Zeitauflösung
im Bereich von Nanosekunden zu erhalten, gibt es außerdem die StepScan Technik.
In diesem Fall wird der Interferometerspiegel nicht länger kontinuierlich bewegt, son-
dern in Schritten. An jeder Spiegelposition wird die Intensität auf dem Detektor zeit-
abhängig gemessen und gespeichert. Am Ende der Messung wird aus den Daten In-
tensität, Zeitpunkt und Spiegelposition für jeden Zeitpunkt ein Interferogramm kon-
struiert. Der größte Nachteil dieser Methode ist, dass der beobachtete zeitabhängige
Prozess mehrere 100 Male wiederholt werden muss, um die einzelnen Datenpunkte
für das Interferogramm mit genügender Auflösung zu speichern. Damit sind irrever-
sible Prozesse nur mit Hilfe von Durchflusszellen oder beweglichen Filmen messbar.
Reversible Reaktionen können hingegen ohne spezielle Probenvorbereitung gemes-
sen werden. Ein weiterer Nachteil ist die lange Dauer von mehr als einer Stunde für
eine StepScan-Messung, in der die Probe ausreichend stabil sein muss, um ein gutes
Signal/Rausch-Verhältnis (S/N-Verhältnis) zu garantieren.[59][60][61]
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3.2.4 Typische IR-Banden von Proteinen und Aminosäuren

Die Infrarotspektroskopie ist eine empfindliche Methode, um einen Überblick über
die dominierenden Sekundärstrukturelemente eines Proteins zu bekommen. Ein Ab-
sorptionspektrum einer Proteinprobe besitzt auf Grund der großen Anzahl von Ato-
men und Schwingungsfreiheitsgraden eine extrem hohe Komplexität und einzelne
Banden können kaum aufgelöst werden. Die Beiträge des Proteinrückgrats sind aller-
dings zumeist gut zu identifizieren. Neben der Sekundärstruktur können auch ein-
zelne Beiträge von Aminosäuren durch geeignete Techniken beobachtet werden. Die
Absorptionsbanden der Aminosäureseitenketten sind dabei sehr spezifisch.[62, 63, 64,
65]

Im mittleren Infrarot sind die Grundschwingungen der beobachteten Schwingungen
zu finden. Die Bandenposition wird durch die schwingenden Massen und durch den
Bindungstyp (Einfach-, Doppel-, Dreifachbindung etc.) beeinflusst. Zusätzlich haben
Wasserstoffbrücken, Donor- oder Akzeptorwechselwirkungen mit der Umgebung
und die Kopplungen mit anderen Schwingungen einen Einfluss auf das Absorpti-
onsmaximum. Die Stärke der Absorption steigt mit steigender Polarität der Bindung.
Damit lässt sich erkennen, dass die Proteinumgebung, z.B. Lipide oder das Lösungs-
mittel, genauso einen Einfluss auf die IR-Banden haben, wie die intramolekularen
Wechselwirkungen. Die dominierenden Elemente im Spektrum sind jedoch die Ab-
sorptionsbanden des Proteinrückgrats, die als Amidbanden bezeichnet werden.

Tab. 3.2: Amidbanden nach [62]

Amidbande Bandenposition in H2O (MIR) Zuordnung
in cm−1

Amid A und B 3300, 3070 s(NH)

Amid I 1650 s(C=O) (s(CN))

Amid II 1550 ν(NH), s(CN)

Amid III 1400- 1200 ν(NH), s(CN) in Phase

Amid IV bis VII <1000 CO, CC, NH, CNC

Die Amid A und B Banden stammen von der N-H Streckschwingung der Peptid-
gruppe und finden sich bei 3300 cm−1 und 3070 cm−1. Die Amid I Bande liegt bei
ca. 1650 cm−1 und ist dominiert von der C=O Streckschwingung mit kleinen Einflüs-
sen der restlichen Peptidbindung. Diese Bande wird am stärksten durch die unter-
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schiedlichen Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den Aminosäuren verschiede-
ner Sekundärstrukturelemente beeinflusst. Zudem spielt die Natur der Aminosäure-
seitenketten nur eine untergeordnete Rolle für die Intensität und Position der Amid I
Bande. Sie wird daher hauptsächlich zur Sekundärstrukturanalyse herangezogen. In
der Amid II Bande um 1550 cm−1 finden sich Beiträge der NH Biegeschwingung (in
der Ebene) und der C=N Streckschwingung mit kleineren Einflüssen von C=O, C-C
und N=C Schwingungen. Diese Bande ist sehr sensibel für den Austausch der Proto-
nen der Peptidgruppe („Deuterierung des Proteins“). Beim Austausch von H gegen
D wird die C=N Schwingung von der NH Schwingung entkoppelt und die Amid II
Bande verschiebt sich nach 1490 - 1460 cm−1. Dadurch kann man Rückschlüsse auf
die Zugänglichkeit des Proteinrückgrats für das Lösungsmittel gewinnen. Die einzel-
nen Aminosäureseitenketten haben einen geringen Einfluss auf die Amid II Bande.
Die Amid III Bande zwischen 1400 und 1200 cm−1 setzt sich aus der NH Biegeschwin-
gung, der C=N Streckschwingung und CC Schwingungen zusammen. Durch den Ein-
fluss der Seitenketten ist diese Bande deutlich komplexer und schwerer zu interpre-
tieren, allerdings kann sie dennoch für Sekundärstrukturanalysen benutzt werden.

Die verschiedenen Sekundärstrukturbeiträge zu den Amidbanden sind spezifisch ge-
nug, um in einem IR-Spektrum zwischen α-Helix, β-Faltblatt, Loops und ungeordne-
ter Struktur zu unterscheiden. Dabei konzentriert man sich zumeist auf die Amid I Re-
gion. Die Unterschiede in der Bandenposition verschiedener Sekundärstrukturen und
die Spezifität der Amid I Bande können zur Zeit am besten mit Hilfe der Kopplung
von Übergangsdipolmomenten der Amid-Gruppe erklärt werden.[66, 67, 68, 69] Da
die resonante Interaktion der Amid-Gruppen von ihrem Abstand und ihrer Orientie-
rung zueinander abhängt, ist es ersichtlich, dass eine Helix oder eine Faltblattstruktur
andere Kopplungen zeigen.

Tab. 3.3: Banden verschiedener Sekundärstrukturelemente nach [62]

Sekundärstruktur Bandenposition in H2O kompletter Bereich
in cm−1 in cm−1

α-Helix 1654 1648-1657

β-Faltblatt 1633 1623-1641

1684 1674-1695

Schleifen 1672 1662-1686

ungeordnete Struktur 1654 1642-1657
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Die Aufspaltung der β-Faltblatt Bande in zwei weit voneinander entfernte Maxima
lässt sich ebenfalls über gekoppelte Oszillatoren erklären. Wenn man das Problem auf
zwei Oszillatoren reduziert, so gibt es zwei verschieden angeregte Zustände abhängig
davon, ob die Oszillatoren in Phase schwingen oder nicht. Diese Excitonenkopplung
sorgt für eine Aufspaltung der Bande mit einem Abstand von bis zu 70 cm−1 in der
Faltblattstruktur.

Abb. 3.15: Schematische Darstellung der IR-Absorptionsbanden verschiedener Sekundär-
strukturelemente im Bereich der Amid I Bande. Es wird ersichtlich, dass α-Helix und unge-
ordnete Struktur nur schwer zu unterscheiden sind.

In Abbildung 3.15 werden exemplarisch die Absorptionsbanden der reinen Sekun-
därstrukturelemente gezeigt. Dieses Bild verdeutlicht die Schwierigkeiten bei der
Unterscheidung von ungeordneter Struktur und α-Helix bei der Analyse von Amid
Banden. Zusätzlich finden sich in einem typischen Proteinspektrum zumeist mehre-
re sich überlagernde Banden der verschiedenen Sekundärstrukturelemente. Um die-
se aufzulösen, verwendet man zuerst die zweite Ableitung, um die Bandenpositio-
nen zu bestimmen und nutzt diese Information zusammen mit einer empirischen
Halbwertsbreite, um die Amid I Bande aus Banden der einzelnen Komponenten
zusammenzusetzen.[70, 71] Damit lässt sich nicht nur die Sekundärstruktur bestim-
men, sondern die IR-Spektroskopie bietet auch eine Möglichkeit, deren zeitliche Än-
derung bei Faltungsprozessen oder der Denaturierung zu verfolgen. Ebenso ist es
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möglich, kleine Strukturänderungen während eines Reaktionszyklus oder bei der Bin-
dung eines Liganden zu beobachten.[72]

Neben den Amidbanden des Proteinrückrats sind vor allem die Schwingungen ein-
zelner Aminosäureseitenketten von Interesse. Gerade bei Membranproteinen wie PR,
die Protonen transportieren, ist es interessant, den Protonierungszustand der Seiten-
ketten zu verfolgen. Die beiden wichtigsten Aminosäuren dafür sind Glutaminsäu-
re (Glu) und Asparaginsäure (Asp), deren -COOH/COO−-Gruppen dezidierte Sig-
nale liefern. Während die protonierte Form ein Carbonylsignal oberhalb 1700 cm−1

zeigt, liegt das Signal der symmetrischen Schwingung der COO−-Gruppe bei etwa
1400 cm−1.

Tab. 3.4: Banden wichtiger Aminosäureseitenketten [62]

Amid Bande Bandenposition(en) beteiligte Schwingungen
in cm−1

Asp, ν (C=O) 1716 in Proteinen auch deutlich höher (bis
1762 cm−1)

Glu, ν (C=O) 1712 ohne H-Brücke ebenfalls bis zu
50 cm−1 höher

Asp, νas (COO−) 1572-1579 wenn die Gruppe ein Metallion koor-
diniert, kann die Bande stark schieben

Asp, νs (COO−) 1402 kann unter den gleichen Bedingun-
gen stark schieben wie die asymme-
trische Schwingung

Lys, δs (NH+
3 ) 1626-1629

Tyr-OH, ν (CC) 1516-1518

Die Region oberhalb von 1700 cm−1 ist deshalb interessant, da sich dort außer den
Absorptionen anderer Carbonylgruppen (z.B. von Lipiden) keine weiteren Signale
finden. Damit lässt sich die (De-)Protonierung von Asp und Glu dort mit Hilfe von
Differenzspektren gut verfolgen. Zwischen 1500 und 1700 cm−1 finden sich neben
den Amidbanden auch verschiedene Beiträge von Aminosäureseitenketten. Vor allem
C=C und -NH+

3 Schwingungen von Lys, Tyr, Gln und Trp sind in diesem Spektralbe-
reich zu finden. Unterhalb der Amid I und II Region finden sich sowohl die Beiträge
von Alkylgruppen und der OH-Schwingung als auch eine Vielzahl weiterer Beiträ-
ge. Auf Grund der komplexen Bandenstruktur sind IR-Spektren zwar sehr spezifisch,
aber die einzelnen Banden können nur schwer einer bestimmten Schwingung im Mo-
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lekül zugeordnet werden. Vor allem der Unterschied in der Dielektrizitäts-Konstante
des umgebenden Mediums (80 für Wasser und ca. 3-4 für Protein), die verschiedenen
Wasserstoffbrücken und koordinierte Ionen können IR-Banden stark verschieben. Da-
mit können die Absorptionsspektren von einzelnen Aminosäuren in Wasser nur be-
dingt mit den Signalen der Aminosäure in der Peptidkette verglichen werden. Bei der
Interpretation von Spektren ist es daher häufig notwendig einzelne Aminosäuren in
einem Protein zu mutieren um Banden eindeutig zuzuordnen.

3.2.5 Käfigverbindung zur gezielten Reaktionskontrolle

Abb. 3.16: Nitrophenylkäfig

Eine bewährte Technik in der Spektroskopie ist die
Verwendung von Käfigverbindungen, um gezielt
durch Photochemie ein Effektormolekül freizusetz-
ten. Dabei können so unterschiedliche Methoden, wie
die IR-Spektroskopie oder die zeitaufgelöste Rönt-
genkristallstrukturanalyse von den Käfigverbindun-
gen profitieren. In der Vergangenheit wurden ver-
schiedenste Beispiele wie ’caged-Protonen’, ’caged-
ATP’ oder ’caged-O2’ verwendet, um zeitaufgelöste
IR-Spektren dynamischer Prozesse zu gewinnen.[73,
74, 75, 76, 77, 78, 79] Üblicherweise bestehen diese
photoaktiven Käfigverbindungen aus einer Nitrophe-
nylgruppe (der "Käfig"), die als Abgangsgruppe dient

und dem kovalent gebundenen Substrat für die zu untersuchende Reaktion. Die wich-
tigsten Kriterien für eine gute Käfigverbindung laut [80] sind:

• Schnelle und saubere Photoreaktion mit hoher Quantenausbeute;

• Die Nebenprodukte sollten transparent bei der Anregungswellenlänge sein und
möglichst inert;

• Die Freisetzung des Substrat muss deutlich schneller sein als die Reaktion, die
damit ausgelöst wird;

• Die Käfigverbindung muss löslich sein;
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• Die Käfigverbindung darf vor der Photolyse nicht aktiv sein;

Durch Anregung mit Laserlicht im UV Bereich kann die kovalente Bindung zum Sub-
strat gebrochen werden und das Molekül zerfällt in zwei Teile. Der Nitrophenylrest
ist im allgemeinen inert gegenüber weiteren Reaktionen und stört die Reaktion nur
gering. Allerdings kann er durch seine geringe Löslichkeit in polaren Lösungsmitteln
durch das Ausbilden einer zweiten Phase zu Problemen führen. Dennoch ist dieses
System gerade in Kombination mit der IR-Differenztechnik eine interessante Anwen-
dung. Vor allem da die Signale des Käfigs bis auf die direkt an der Bindung beteilig-
ten Schwingungen spektroskopisch still bleiben, können die gemessenen IR-Spektren
durch die Korrektur mit dem reinen Käfig-Differenzspektrum leicht vereinfacht wer-
den.

Im Prinzip erlaubt die Verwendung einer Käfigverbindung damit die Freisetzung ei-
nes Substrats zu einem genau definierten Zeitpunkt (Laserblitz). Die entstehenden
Banden können mit Hilfe der IR-Spektroskopie verfolgt werden. Da der photoche-
mische Bindungsbruch sehr schnell erfolgt, ist die Freisetzung des Substrats auf ei-
ner Subnanosekunden-Zeitskala zu erwarten. Damit können in der Rapid-Scan IR-
Spektroskopie (Zeitauflösung im ms-Bereich) die Banden durch Schwingungen des
Käfigmoleküls als konstant angesehen werden und auch aus den zeitabhängigen Pro-
zessen herausgerechnet werden.

3.2.6 CD-Spektroskopie

Die CD-Spektroskopie ist eine Methode, mit der die optische Aktivität asymmetri-
scher Moleküle in Lösung untersucht werden kann. Dazu wird zirkular polarisiertes
Licht durch eine Probe gelenkt und die Absorption dieses Lichts abhängig von der
Wellenlänge detektiert. Das CD-Signal berechnet sich aus der Differenz in der Ab-
sorption von rechts und links polarisiertem Licht.

∆A = AL − AR (3.9)

∆A = (εL − εR)cd (3.10)

Θ = arctan
(

b
a

)
(3.11)

Θ = 32, 98∆A (3.12)
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A Absorption
Θ Elliptizität
c Konzentration
d Schichtdicke
a,b Achsen des Ellipsoids des circular polarisieten Lichts

nach Durchtritt durch die Probe
ε Extinktionskoeffizient

Die Elliptizität (Θ) wird häufig an Stelle der Absorptionsdifferenz als Messgröße be-
nutzt. Der Zusammenhang zwischen Θ und ∆A wird durch die Definition der Ellip-
tizität mit ∆AL und ∆AR hergestellt. Durch Umformungen und die Entwicklung in
einer Taylor-Reihe wird der Zusammenhang auf einen konstanten Faktor reduziert.
Da es sich bei der Methode um die Messung einer Absorptionsdifferenz handelt, ist
es nicht verwunderlich, dass die Signalintensität um den Faktor 10−4 kleiner ist als in
der UV/Vis-Spektroskopie und empfindliche Detektoren erforderlich sind. Üblicher-
weise wird dabei das Licht zunächst linear polarisiert und dann die Polarisationsebe-
ne mit Hilfe eines Photoakustischen Modulators periodisch gedreht. Die Modulation
kann auch durch ein isotropes Material, das mit einem Piezoelement gekoppelt ist
und durch ein alternierendes elektrischen Feld mit typischerweise 50 kHz deformiert
wird, erreicht werden.[81, 82, 83]

Im Unterschied zur klassischen Absorptionsspektroskopie mit unpolarisiertem Licht
sorgt die Polarisierung in der CD Spektroskopie dafür, dass nur asymetrische Ele-
mente der Probe zum Spektrum beitragen. Das Licht kann, wie in Abbildung 3.17 in
I gezeigt, in einen rechts und links polarisierten Anteil zerlegt werden. Wenn man in
die Lichtquelle blickt, würden sich die beiden Vektoren im bzw. gegen den Uhrzei-
gersinn drehen. Symmetrische Schwingungen absorbieren nun gleichermaßen diese
beiden Anteile und sind daher nicht als Banden im CD-Spektrum zu sehen. Erst bei
asymetrischen Molekülen wie z.B. einem Enantiomerenpaar findet man Banden im
CD-Spektrum. Gerade für die Trennung und Identifizierung von Enantiomeren ist
die CD-Spektroskopie enorm wichtig, da die meisten physikalischen Eigenschaften
von Enantiomeren identisch sind.

Ein weiterer wichtiger Aspekt dieser Methode ist die Sekundärstrukturanalyse von
Proteinen in Lösung. Die Absorptionsbande der Peptidbindung liegt im Bereich von
<240 nm. Hierbei sind hauptsächlich die schwache aber breite Bande des n→π∗-
Übergangs bei 220 nm und der π→π∗-Übergang bei 190 nm erwähnenswert. Durch
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Abb. 3.17: In I sind die rechts und links polarisierten Komponenten des circular polarisier-
ten Lichts gezeigt. Beide haben die gleiche Amplitude. Beim Durchtritt durch ein chirales
Medium (II) werden die Komponenten unterschiedlich stark absorbiert und es entsteht el-
liptisch polarisiertes Licht. Rechts ist ein Vergleich zwischen Absorptionsspektroskopie und
CD-Spektroskopie zu sehen. Eine Absorptionsbande kann ein positives (L stärker absorbiert)
oder negatives (R stärker absorbiert) CD-Signal haben, wenn ihr Ursprung eine asymetrische
Gruppe ist. Für symmetrische Gruppen gibt es hingegen kein CD-Signal (nach [81])

die Orientierung der Peptidgruppe in den verschiedenen Sekundärstrukturen erge-
ben sich charakteristische CD-Banden. Neben den Peptidgruppen kann man auch Sig-
nale der aromatischen Aminosäuren (260 - 320 nm) oder Signale von Kofaktoren wie
Flavinen oder Hämgruppen im CD-Spektrum finden.

Abb. 3.18: CD-Spektrum eines α-helikalen Proteins

Das CD-Spektrum in 3.18 zeigt die typischen Banden im UV CD-Spektrum eines α-
helikalen Proteins. Die Banden bei (-)209, (-)222 und (+)195 nm gehören zum π→π∗-
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Übergang (parallel), dem n→π∗-Übergang und dem π→π∗-Übergang (antiparallel).
Während die α-Helix leicht zu identifizieren ist, kann die Unterscheidung zwischen
dem antiparallelen β-Faltblatt, Schlaufen und der ungeordneten Struktur zum Teil
Schwierigkeiten bereiten. Damit ergänzen sich IR- und CD-Spetkroskopie hervorra-
gend, um sowohl das β-Faltblatt, als auch die α-Helix in einem Protein zu quantifi-
zieren. Die Analyse der CD-Spektren kann qualitativ und quantitativ erfolgen. Wenn
der prozentuale Anteil der Sekundärstrukturen ermittelt werden soll, so werden Da-
tenbanken mit ausgewählten Referenzproteinen zu Rate gezogen. Dabei geht man
davon aus, dass ein CD-Spektrum im Bereich der Peptidabsorption (Cλ) durch die
Linearkombination der Spektren der einzelnen Sekundärstrukturelemente (Bkλ) aus-
gedrückt werden kann.

Cλ = ∑ fkBkλ (3.13)

Mit Hilfe der Referenzdatenbank und numerischer Verfahren kann so eine verlässli-
che Abschätzung zur Sekundärstruktur durchgeführt werden.
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3.3 Ziel der Arbeit

Ziel der vorliegenden Doktorarbeit war es, vorhandene spektroskopische Methoden
zu benutzen und zu erweitern, um ein besseres Verständnis von Proteorhodopsin und
RuBisCO zu gewinnen. Beide Proteine sind an Schlüsselschritten der biologischen
Energiegewinnung beteiligt. Proteorhodopsin generiert einen Protonengradienten in
Archeabakterien, die den Hauptteil der Energie in der phototrophischen Zone der
Ozeane erzeugen. RuBisCO hingegen katalysiert den ersten Schritt der Photosynthe-
se in Pflanzen und ist das Enzym mit der größten Biomasse überhaupt. Trotz dieser
herausragenden Stellung im ökologischen System gibt es immer noch große Lücken
in unserem Verständnis der Funktion.

Mit Hilfe von zeitaufgelöster und Tieftemperatur IR-Spektroskopie sollte ein Einblick
in die am Protonentransport beteiligten Aminosäuren des Proteorhodopsins gewon-
nen werden. Vor allem der aktuell kontrovers diskutierte Photozyklus bei sauren pH-
Werten bietet viele Ansatzpunkte. Die Existenz eines M-Intermediats im Photozyklus
bei pH 5 sollte mit der IR-Spektroskopie überprüft werden. Zusätzlich sollte das Set-
up für die Tieftemperaturmessungen um die Einkoppelmöglichkeit eines UV/VIS-
Faserspektrometers erweitert werden, um simultan IR- und UV/VIS-Spektren der
Proben aufnehmen zu können. Dadurch können die Photozyklusintermediate bes-
ser identifiziert werden. Mit Hilfe von IR- und CD-Spektroskopie sollte zudem die
Funktionalität einer neuartigen PR Probenform - 2D Kristalle - getestet werden, bevor
diese für weitere spektroskopische Studien verwendet werden.

RuBisCO erwies sich in der Vergangenheit immer wieder als schwer zu fassendes
System und seine Untersuchung wird erschwert durch die kompetitive Hemmung
des Enzyms durch sein Substrat (RuBP), Azid, Phosphat und weitere. Selbst Akti-
vitätsmessungen erweisen sich als Herausforderung und sind bisher nur mit 14C-
markiertem CO2 möglich. Trotz einer Vielzahl von vorhandenen Kristallstrukturen
von verschiedenen Schritten im Katalysezyklus ist die Aktivierung des Enzyms im-
mer noch nicht klar charakterisiert. In dieser Arbeit sollte daher eine Methode ent-
wickelt werden, um die Carbamatbildung im aktiven Zentrum von RuBisCO spek-
troskopisch zu verfolgen. Dazu wurde eine Käfigverbindung, ein CO2-Käfig (m-
Nitrophenylacetat), verwendet. Die Käfigverbindung sollte ausführlich charakteri-
siert und an Hand von Modellsystemen getestet werden. Anschließend sollte die
Aktiverung von RuBisCO nach der genau definierten Freisetzung des Substrats mit
Rapid Scan FTIR Spektroskopie beobachtet werden. Vor allem der Einfluss von Ma-
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gnesiumionen auf die Carbamatbildung und deren Hemmung durch Azid sollten ge-
zielt verfolgt werden. Gleichzeitig dient RuBisCO als Modellsystem für biologisch
bedeutscame Carboxylierungen: die neue Methode sollte sich dann auf eine ganze
Klasse von Enzymreaktionen anwenden lassen.
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4 Material und Methoden

4.1 Enzympräparation

4.1.1 Herstellung der Proteorhodopsin-Proben

Alle Proteorhodopsinproben wurden in der Arbeitsgruppe von Prof. C. Glaubitz, Uni-
versität Frankfurt, hergestellt und in folgendem Puffer übergeben: 50 mM Tricine,
100 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 3 mM NaN3, 5 mM DTT, pH 8,5, 7,5 % MPD. Die Prä-
paration erfolgte nach [84, 22]. Proben wurden sowohl in solubilisierter und in rekon-
stituierter Form als auch als 2D-Kristalle präpariert. Für die rekonstituierten Proben
(PRrek) und die 2D Kristalle (PR2D) wurde 1,2-Di-oleoyl-glycero-phosphatidyl-cholin
(DOPC) als Lipid verwendet.

4.1.2 Herstellung der RuBisCO-Proben

RuBisCO wurde in leicht abgewandelter Weise nach [85] präpariert. Es wurden die
Puffer und Lösungen aus der Übersichtstabelle verwendet. Die Hälfte von Puffer 1
wird eingefroren und mit der flüssigen Hälfte gemischt, um eine genügend niedrige
Temperatur bei der Präparation zu erreichen. Bei ca. 250 g frischem Spinat werden die
Stiele von den Blättern entfernt, mit dem Puffer gemischt und im Mixer zerkleinert,
bis eine homogene Masse entsteht. Diese Masse wird durch eine Feinstrumpfhose ge-
filtert. Die Flüssigkeit wird für ca. 7 Minuten bei 4°C und 1000 g zentrifugiert. Um
die zellulären Bestandteile noch besser heraus zu filtern, kann man vor diesem Schritt
bereits eine Zentrifugation für ca. 1 Minuten bei 200 g durchführen. Die Pellets wer-
den dann in der 2. Lösung aufgelöst, um die Chloroplasten durch einen osmotischen
Schock zu zerstören. Dieser Effekt wird noch verstärkt, indem man die Probe für ca.
15 Minuten in ein Ultraschallgerät legt. Hierbei sollte die Probe in Eiswasser stehen,
um eine möglichst niedrige Temperatur zu garantieren. Die Lösung mit der freien
RuBisCO wird nun in der Ultrazentrifuge für ca. 25 Minuten mit 25 000 U/min (60
Ti Rotor) zentrifugiert. Der Überstand, in dem sich nun freie RuBisCO befindet, kann
nun chromatografiert werden.
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Tab. 4.1: Puffer und Lösungen für die RuBisCO Präparation, Puffer 1 hat einen pH von 6.5,
Lösung 2 8,0, Puffer A und Puffer B haben ebenfalls einen pH-Wert von 8,0.

Puffer/Lösung Chemikalien Menge
in mM

Puffer1 Kaliumdiphosphat 10

Sorbitol 330

Magnesiumchlorid 4

Ascorbinsäure 2

Lösung 2 Tricine NaOH 5

DTT 4

Puffer A Tris HCl 20

DTT 1

Puffer B Tris HCl 20

DTT 1

Kaliumchlorid 1000

Hierbei wird von der Probe ca. 200 ml auf die Säule (100 ml Q-Sepharose; Anionen-
tauscher) aufgetragen. Anschließend wird die Säule mit 100 ml von Puffer A gespült.
Danach wird die Konzentration des Puffers B so lange erhöht, bis sie nach 600 ml
bei 60 % liegt. Gesammelt wird dabei ab dem Moment, ab dem die Konzentration von
Puffer B steigt, bis zu dem Moment, bei dem die endgültige Konzentration des Puffers
erreicht ist. Es werden dabei je 3 ml-Fraktionen gesammelt. Aktivitätsmessungen zur
Kontrolle der Funktionsfähigkeit des Proteins wurden nicht durchgeführt, da für den
Aktivitätstest radioaktiv markiertes CO2 erforderlich ist. Allerdings zeigt die Gelchro-
matografie einen Peak für die RuBisCO-Probe bei den richtigen molaren Massen für
beide Untereinheiten.

4.2 Probenvorbereitung

Alle Proteinproben müssen vor der Verwendung aus den Eluationspuffern in Mess-
puffer überführt werden. Dadurch werden unerwünschte Signale durch Additive aus
der Präparation vermieden und der pH-Wert kann variiert und überprüft werden.
Zusätzlich werden Teile der Messungen bei pH-Werten durchgeführt, die die Stabili-
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tät der verwendeten Proteine gefährden. In solchen Fällen wird die Probe direkt vor
der eigentlichen Messung umgepuffert.

Probenvorbereitung für RuBisCO und Käfig-CO2 Das Protein wurde dabei in
Amicon-Ultra Zentrifugenfiltereinheiten von Millipore (50 kD Ausschlussgröße)
aufkonzentriert, mit dem Messpuffer verdünnt und erneut aufkonzentriert. Dieser
Prozess wurde mindestens dreimal wiederholt, um einen möglichst vollständigen
Austausch der Puffer zu gewährleisten. Für den Messpuffer wurde eine genügend
hohe Pufferkonzentration gewählt (mindestens 10fach höher als die Probenkonzen-
tration, zumeist allerdings >100fach höher), um den pH-Wert konstant zu halten.
RuBisCO kann nur für die allgemeine Charakterisierung in Phosphatpuffer ge-
messen werden. Alle Untersuchungen zur Aktivierung und Aktivität müssen
phosphatfrei gemacht werden, da Phosphat ein Inhibitor für RuBisCO ist. Als
Puffersystem mit einem pKa-Wert von 7,55 wurde daher 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-
1-piperazinyl)-ethansulfonsäure (HEPES) verwendet. Der pH-Wert wurde auf 7,5
eingestellt bei einer Konzentration von 100 mM. Die Käfigverbindungen o,m,p-
Nitrophenylessigsäure wurden direkt in Wasser oder Puffer gelöst. Messungen,
die ohne RuBisCO durchgeführt wurden, erfolgten in 100 mM Phosphatpuffer mit
verschiedenen pH-Werten. Für alle anderen Messungen, die Käfig-CO2 und Proteine
beeinhalten, wurde ein Standardpuffer mit 10 mM Käfig-CO2, 100 mM HEPES bei
pH 7,5 hergestellt.

Für die Untersuchungen der Käfigverbindungen und RuBisCO wurden Küvetten aus
CaF2 mit einer Schichtdicke von 10 µm und einem Volumen von 1 µl verwendet. Die
Fenster wurden am Rand mit einem Film aus Siliconöl versiegelt, um einen Austausch
von Gasen mit der Umgebung und das Austrocknen der Probe zu vermeiden. Wie in
Abbildung 4.1 zu erkennen ist, wird das Fenster durch eine verschraubbare Metall-
hülse zusammengedrückt und kann in den temperierbaren Probenhalter geschraubt
werden.

Probenvorbereitung für PR Durch die großen Aggregate in den rekonstituierten
Proben und die Verwendung von 2D-Kristallen wurde keine Zentrifugenfiltereinheit
benötigt. Die Proben wurden in Eppendorf-Reaktionsgefäßen in einer Zentrifuge se-
dimentiert, der Elutionspuffer wurde herauspipettiert und durch den Messpuffer er-
setzt. Auch hier wurde das Verfahren mindestens dreimal wiederholt. Der pH-Wert
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Abb. 4.1: Die Küvette aus zwei CaF2-Fenster, setzt sich aus einem Fenster mit Graben und ei-
nem Deckfenster zusammen. Der Graben ist ca. 1 mm breit und die innere Fläche ist leicht
vertieft. Durch die Vertiefung und das Deckfenster wird ein Probenvolumen von 1 µl einge-
schlossen und der Graben verhindert ein Auslaufen der Probe.

der Proben wurde bei den PR Proben durch optische Spektroskopie kontrolliert. Für
die Rapid-Scan IR-Messungen mit PR wurden sowohl Grabenküvetten für hochvis-
kose Lösungen und Proteinfilme verwendet, als auch zwei Fenster, die durch einen
Dichtungsring auf Abstand gehalten werden. Eine hohe Proteinkonzentration ist not-
wendig, um ein ausreichend gutes Signal-Rausch-Verhältnis für die Spektroskopie zu
bekommen. Retinalproteine sind auch in hohen Konzentrationen relativ stabil und
sind in ihrer nativen Umgebung häufig in hohen Konzentration von bis zu 90 % Anteil
an der Zellmembran zu finden. Daher kann PR als hydratisierter Film auf Calcium-
fluorid Scheiben aufgetrocknet werden. Die Proteinfilme wurden für die verschiede-
nen Messverfahren mit kleinen Variationen präpariert. Für Tieftemperaturmessungen
wurden 6 - 10 µl einer hochkonzentrierten PR-Lösung auf einem CaF2-Fenster mit 15
mm Durchmesser kreisförmig aufgetragen. Der Filme wurde abgedeckt, in 30 min
getrocknet und anschließend durch Anhauchen befeuchtet. Die Kontrolle des Hydra-
tisierungsgrads und pH-Werts wurde mit IR- und Vis-Spektroskopie erreicht.
Die Messzelle mit einem Dichtungsring als Abstandhalter hat einen Fensterabstand
von ca. 2 mm um im Inneren außerhalb des Strahlengangs einen Tropfen einer 70/30-
Mischung aus Messpuffer und Glycerol zu deponieren. Diese kleine Flüssigkeitsmen-
ge sorgt für eine 95 % Luftfeuchtigkeit im Inneren und damit für eine definierte Hy-
dratisierung des Proteinfilms.
Die CD-Messungen wurden sowohl in den IR-Messzellen mit den Grabenfenstern
oder einem Abstandshalter aus Teflonfolie durchgeführt, als auch in den klassischen
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CD-Küvetten von JASCO (Groß-Umstadt). Für die Vis-Spektren wurden Quartzkü-
vetten mit einer Schichtdicke von 1 cm verwendet. Für die Ultrazentrifugation wurde
die Probe in eine Küvette mit einer Schichtdicke von 1 cm überführt.

Tab. 4.2: Verwendete Puffersysteme für die IR-/CD-/VIS-Spektroskopie

Puffertyp pH-Werte Konzentration Anwendungbereich
in mM

Phosphatpuffer
(NaPi)

5,1/5,5/8,5/9,0 100 IR-/CD-/Vis-
Spektroskopie
(PR,Käfigverbindungen)

Phosphatpuffer
mit Sucrose

5,1/9,0 100 NaPi / 23.5
% Sucrose

Ultrazentrifugation (PR)

Phosphatpuffer
mit NaCl

5,1/5,5/8,5/9,0 100 NaPi / 100
NaCl

IR-Spektroskopie
(PR,Käfigverbindungen)

TRIS-Puffer 7,0/8,0/8,5 100 IR-Spektroskopie RuBis-
CO

Molybdatpuffer
mit NaCl

5,0 100 NaMoO4 /
100 NaCl

IR-Spektroskopie (PR)

4.3 Verwendete Spektrometer, Parameter und Datenanalyse

IR-Daten Die in der Arbeit gezeigten IR-Daten wurden immer mit Hilfe der OPUS
Software von Bruker aufgenommen. Ein typisches Absorptionsspektrum wurde im
Bereich von 1000 bis 2500 cm−1 mit 4 cm−1 Auflösung und als Mittelungen aus 512
Interferogrammen aufgenommen. Der Bereich variert abhängig von den zu erwarte-
ten IR-Signalen. Für die Rapid-Scan Messungen mit PR wurde ein IFS 66 (V/S) Spek-
trometer von Bruker verwendet, dessen Probenkammer im Institut modifiziert wurde.
Zur Anregung der Probe wurde ein Nd:YAG-Laser (Ultra, Big Sky Technologies, Inc.,
Bozeman) über ein Prisma und zwei Spiegel durch ein Quarzfenster in das Spektro-
meter eingekoppelt. Die Anregungswellenlänge lag bei 532 nm mit 45 mJ in einem
9 ns Puls fokussiert auf einen 4 mm2 großen Bereich. Mit Hilfe der OPUS Softwa-
re konnten Rapid-Scan-Spektren mit 75 ms Zeitauflösung und 4 cm−1 Auflösung im
Bereich von 1150 bis 2000 cm−1 gemessen werden. Dabei wurde der Laserpuls vom
Spektrometer ausgelöst und es wurden typischerweise 10x10 Spektren vor der Anre-
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gung und 50x1 Spektren danach gespeichert. Die gesamte Messung wurde bis zu 100x
wiederholt.

Die weitere Datenverarbeitung wurde mit Matlab durchgeführt. Die einzelnen 3D-
Spektren werden Basislinien korrigiert und dann gemittelt. Die Basislinienkorrektur
entspricht dabei einer einfachen Offset-Korrektur durch die Bestimmung des mittle-
ren Offsets zwischen 2360 cm−1 und 2500 cm−1. Der Bereich wurde gewählt, da dort
keine Differenzbanden für die untersuchten Systeme erwartet werden. Aus dem er-
haltenen 3D-Datensatz können anschließend sowohl einzelne Spektren, als auch Tran-
sienten bei spezifischen Wellenzahlen extrahiert werden. Die Zeitkonstanten für den
Photozyklus wurden durch die Anpassung exponentieller Funktionen (y = AeBx) mit
Matlab oder Origin bestimmt.

Abb. 4.2: Die Abbildung zeigt ein typisches IR-Differenzspektrum. Das schwarz eingefärbte
Signal resultiert aus Veränderungen in der Probe, durch die induzierte Änderung entstehen.
Die negativen grauen Signale stammen von Schwingungen, die im Ausgangszustand vorhan-
den waren und durch die induzierte Änderung verschwinden bzw. ihre Frequenz ändern.

Die erhaltenen Spektren werden als Differenzspektren bezeichnet, wenn als Hinter-
grund das Einkanalspektrum der Probe verwendet wird. Daher sind die Spektren vor
der Anregung effektiv Basislinien mit dem Grundrauschen, da die Signale des Pro-
teins und des Lösungsmittels gleichermaßen in beiden Einkanalspektren existieren.
Im Moment der Anregung beginnt der Photozyklus des Proteins und ein Mischung
aus negativen und positiven Signalen wird sichtbar (vgl. 4.2). Die positiven Signale
stammen von Schwingungen, die einzigartig für den Zustand der Probe nach der An-
regung sind, während negative Signale zu Schwingungen gehören, die von der Probe
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im ursprünglichen Zustand stammen und ihre Bandenpostion geändert haben oder
durch einen Bindungsbruch nicht mehr existieren. Das Prinzip der Differenzspektren
lässt sich allerdings nicht nur auf optisch induzierte Änderungen in Proteinen redu-
zieren, sondern wird generell angewandt, wenn kleine Signale auf einem großen Hin-
tergrund beobachtet werden sollen. Wichtig ist es dabei, eine Änderung in der Probe
während der Aufnahme von I0 und I auszulösen. Im Fall von PR ist dass die Anre-
gung des Retinals und damit der Start des Photozyklus. Für die Käfigverbindungen
und RuBisCO ist die photochemische Freisetzung von Kohlendioxid die induzierte
Änderung.

Die Rapid-Scan Spektren der Käfigverbindungen und RuBisCO wurden mit einer hö-
heren Zeitauflösung (10 ms) zwischen den einzelnen Spektren gemessen. Der Wellen-
längenbereich umfasste 1000 bis 2500 cm−1, um auch die CO2-Bande aufzulösen. Die
Messungen wurden an einem modifizierten IFS 66 der Firma Bruker durchgeführt,
von dem allerdings nur das Interferometer und die Elektronik übernommen wurde.
Gehäuse und Probenhalter wurden speziell angefertigt. Der Probenhalter ist ein Pro-
benwechsler, der bis zu 5 IR-Küvetten aufnehmen kann und durch eine elektronische
Steuerung die richtige Probe in den Strahlengang fährt. Ein Excimer Laser mit einer
Wellenlänge von 308 nm ist in einem Winkel von 20° auf die Probe fokussiert und
wird wie bei den PR-Messungen durch das Spektrometer ausgelöst. Der Probenhalter
ist auch hier temperierbar und wurde üblicherweise auf 5 °C gekühlt. Da die Frei-
setzung des CO2-Moleküls ein irreversibler Vorgang ist, konnte die Messung nicht
mehrfach wiederholt werden. Daher wurden zum Teil während der Datenaufnahme
oder in der Nachbearbeitung mehrere Spektren gemittelt. Da für einige beobachtete
Reaktionen ein nichtlinearer Zeitverlauf sinnvoll war und andere eine hohe Zeitauflö-
sung erfordern, gibt es keine einheitlichen Angaben für die Anzahl der Spektren vor
und nach der Anregung. Die Daten wurden ebenfalls mit OPUS aufgenommen und
in Matlab und Origin weiter bearbeitet.

Die Tieftemperaturmessungen wurden ebenfalls im modifizierten IFS 66 durchge-
führt. Dazu wurde ein spezieller Probenhalter eingebaut, der einen Optistat DN Kryo-
staten von Oxford aufnehmen konnte und an dem zusätzlich über Lichtleiter eine
Quecksilber-Xenon Lampe (Hamamatsu LC 8) mit einer Thorlabs Filterkombination
eingekoppelt wurde, um die Anregung der Probe mit 530 nm zu gewährleisten.

Durch die insgesamt 6 CaF2-Fenster verläuft sowohl der Lichtweg des
IR-Spektrometers, als auch im Winkel von 10° der Lichtweg eines Vis-
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Abb. 4.3: Auf der Abbildung ist die (vereinfachte) Darstellung eines Optistat DN Kryostaten
mit Probe zu sehen. Sämtliche Fenster sind aus CaF2. Der Probenhalter wurde speziell entwi-
ckelt um CaF2-Fenster mit dem PR-Film aufzunehmen.

Faserspektrometers. Dadurch können gleichzeitig IR- und Vis-Spektren aufge-
nommen werden.

Abb. 4.4: Auf der Abbildung ist die (vereinfachte) Darstellung der Strahlengänge des IR-
Lichts, des Anregungslichts und des UV/Vis-Messlichts zu erkennen. Anregung und UV/Vis-
Messlicht werden durch Lichtleiter in die Probenkammer geleitet.

Der Kryostat wurde mit flüssigem Stickstoff gekühlt und konnte im Temperaturbe-
reich von 310 bis 77 K eingesetzt werden. Die Belichtungszeit für die Probe betrug
60 s und es wurden wieder Differenzspektren vor, während und nach der Belichtung
aufgenommen. Die Datenverarbeitung erfolgte analog der Rapid-Scan Messungen bei
Raumtemperatur. Bei 77 K wurde auf Grund der fehlenden Proteinkinetik nur ein ein-
zelnes Differenzspektrum mit 512 Mittelungen aufgenommen.

Die pH-Titration wurde mit Hilfe einer ATR-Perfusionszelle durchgeführt, die von
E. Dzafic konstruiert wurde.[86] Die konzentrierte Proteinprobe wurde auf den ATR-
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Kristall aufgebracht und für 10 Minuten an der Luft an getrocknet. Anschließend wur-
de die Zelle verschlossen und das Puffer wurde so lange über die Probe gespült, bis
das Absorptionsspektrum keine Veränderung mehr zeigte. Danach wurde der Puffer
gewechselt und Differenzspektren aufgenommen.

CD-Daten Die Spektren wurden mit einem kommerziellen Jasco 720 CD-
Spektrometer mit einer Auflösung von 0.1 nm gemessen. Das Spektrometer wur-
de konstant mit mindestens 5 l

min Stickstoff gespült, um die Optik vor Verschleiß zu
schützen und die Bildung von Ozon zu unterdrücken. Vor allem bei Messungen mit
Wellenlängen unter 180 nm stört Ozon auch durch seine Eigenabsorption. Üblicher-
weise wurden 10 Messungen gemittelt, um das S/N-Verhältnis zu verbessern. Für
die temperaturabhängigen Messungen wurde der Probenhalter mit einem externen
Wasserbad temperiert und die Temperatur über den Computer kontrolliert. Alle 20°C
wurde ein CD-Spektrum aufgenommen. Die Messzeit für eine Temperaturserie von
Raumtemperatur (RT) bis 95 °C beträgt etwa 12 h.

UV/Vis-Daten Die Tieftemperatur UV/Vis-Spektren wurden mit einem im Institut
gebauten Faserspektrometer aufgenommen, das über zwei Lichtleiter (100µm Durch-
messer (Avantes)) in das IR-Spektrometer eingekoppelt wurde. Die Spektren wur-
den mit 300 ms Integrationszeit und 10 Mittelungen aufgenommen. Eine kombinier-
te Deuterium-Halogen-Lampe (DH-2000, Micropack Inc.) wurde als Lichtquelle ver-
wendet um den Bereich von 250 bis 700 nm abzudecken. Die Spektren wurden einer
Streukorrektur mit einer Funktion der Form A + B · λ−C unterzogen um später aus
den Absorptionsspektren Differenzspektren bilden zu können.

Ultrazentrifugation Für die Bestimmung der Größe der PR Aggregate, wurden
300 µl der Proteinlösung mit einer OD von etwa 0,3 bei 530 nm und einer Trübung
von 0,6 bis 0,7 bei 320 nm verwendet. Die Lösung wurde mit 23,5 % Sucrose versetzt.
Die Messung wurde mit einer Beckman Optima XL-A Ultrazentrifuge, einem An-50Ti
Rotor und einem Epon Mittelstück mit 12 mm Schichtdicke durchgeführt. Die Rotor-
geschwindigkeit lag bei 490 g und die Temperatur wurde bei konstant 20 °C gehalten.
Trübung gegen den Radius wurde bei 320 nm mit einer radialen Schrittgröße von 0,03
mm gemessen. Die Daten wurden mit dem Programm SEDFIT von P. Schuck aus-
gewertet, wobei eine Verteilung von nicht diffundierenden Partikeln als Grundlage
verwendet wird.
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4.4 Material

Die Proteine wurden wie in den vorangegangenen Kapiteln beschrieben vom AK
Glaubitz bereitgestellt oder im Institut präpariert. Alle weiteren Chemikalien und Lö-
sungsmittel wurden von verschiedenen Firmen bezogen (Sigma Aldirch für die meis-
ten Chemikalien, Eurisotop für D2O und andere Isotope) und - soweit nicht anders
gekennzeichnet - ohne weitere Aufreinigung verwendet. Für wässrige Lösungen und
die Puffer wurde entionisiertes Wasser verwendet.
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5 Ergebnisse und Diskussion

5.1 Proteorhodopsin

5.1.1 Stabilität und Funktionalität von Proteorhodopsin 2D Kristallen

5.1.1.1 Probencharakterisierung mit VIS- und IR-Spektroskopie

Zur Charakterisierung der verschiedenen Proteinpreparationen und der strukturellen
Eigenheiten von Proteorhodopsin wurden eine Reihe statischer Messungen durchge-
führt. PR ist ein pH-sensitives Protein und seine Funktionalität wird stark durch den
pH-Wert seiner Umgebung beeinflusst. Daher muss man, um Aussagen über den Pho-
tozyklus treffen zu können, sicherstellen, dass der pH-Wert richtig eingestellt ist und
durch einen Puffer während der Messung kontrolliert wird.

Abb. 5.1: Die schwarze Kurve zeigt einen Ausschnitt aus dem VIS Spektrum von PR2D bei
pH 5,5. Das Maximum der Absorption liegt bei 548 nm und entspricht einem elektronischen
Übergang des Retinals in der Bindungstasche. Bei einer pH Änderung auf pH 8,5 verschiebt
sich das Absorptionsmaximum auf 525 nm. Zum besseren Vergleich wurden die Spektren auf
das Absorptionsmaximum normiert.
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Die Absorptionsbande des gebundenen Chromophors liegt im sichtbaren Spektralbe-
reich bei ca. 530 nm und ist extrem abhängig von ihrer Umgebung. Änderungen des
pH-Werts sorgen für eine Verschiebung der Retinalbande zu größeren (saurer pH)
oder kleineren (alkalischer pH) Wellenlängen (vgl. 5.1). Damit ist diese Bande ein in-
trinsischer pH-Indikator und kann zur Kontrolle des pH-Werts in situ während der
Messung genutzt werden. Zusätzlich is es hilfreich, dass freies Retinal bei etwa 380
nm absorbiert und damit hervorragend von gebundenem Retinal zu unterscheiden
ist. Selbst die blauverschobenen Absorptionsbanden der Intermediate des Photozy-
klus sind immer noch vom freien Retinal zu unterscheiden.

Die pH-Abhänigkeit der Absorptionsbande kann durch den ungewöhnlich hohen
pKa-Wert des Protonenakzeptors ASP97 von ca. 7-8 erklärt werden. Zusätzlich muss
bedacht werden, dass die spektralen Unterschiede zwischen den zwei PR Varianten
grünes PR (GPR) und blaues PR (BPR) durch eine einzige Aminosäure in der Retinal-
bindungstasche erklärt werden kann (Leu-105/Gln-107).[87] In dieser Arbeit wird je-
doch ausschließlich die grüne PR Variante untersucht und daher wird in der Nomen-
klatur PR synonym für das grüne PR verwendet.

Abb. 5.2: FTIR Absorptionsspektren von PRrek und PR2D Filmen. Beide Spektren zeigen die
typischen Absorptionsbanden für den Amide I (1650 cm−1) und Amide II (1550 cm−1) Bereich,
wobei die Amid I Bande von der Wasserabsorption überlagert wird. Die beiden Banden stehen
etwa im Verhältnis 2:1.

Desweiteren werden verschiedene Präparationen des PR Wildtyps verwendet, die
sich in der Zusammensetzung und Konzentration der verwendeten Lipide und Deter-
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genzien unterscheiden (PRsol, PRrek, PR2D). Die solubilisierten Proben stellen dabei

Tab. 5.1: Verwendete Probenformen des PR Wildtyps

Probenform Besonderheit Vor-/Nachteile
in mM

PRsol solubilisiert mit Detergens
(DDM)

Keine Lipidbanden, artifi-
zielle Probenform

PRrek rekonstituiert mit DOPC
Lipiden

Bildet Membran nach,
Lipid-Protein-Interaktion
erhalten

PR2D geringer Lipidanteil, Pro-
teinkristalle (Schichten)

Höchste Stabilität bei sau-
rem pH, hohe Proteinkon-
zentration

die artifiziellste Probenform dar. PR2D trägt der hohen Konzentration des Proteins in
seiner nativen Umgebung und der Tatsache, dass Retinalproteine in Bakterien häufig
als 2D Kristalle vorkommen, Rechnung. Die PRrek Proben haben eine hohe Lipidkon-
zentration, womit versucht wird, die Umgebung einer Membran zu simulieren.

In Abbildung 5.2 sind die Absorptionsspektren der PR Filme für verschiedene Proben-
präparationen gezeigt. Die Spektren werden von den Absorptionsbanden des Prote-
inrückgrats dominiert. Die Amide I Bande ist zusätzlich von einer Wasserbande über-
lagert, allerdings ist die Wasserkonzentration in den Filmen relativ gering. Da die
Kinetik und Funktionalität von PR Filmen vom Hydratisierungsgrad des Proteins ab-
hängt, muss gewährleistet sein, dass die Filme ausreichend Wasser enthalten. Daher
wurde bei der Probenpräparation darauf geachtet, einen einheitlichen Wassergehalt
zu erreichen. In den Absorptionsspektren ist zudem gut erkennbar, dass die PR2D Fil-
me deutlich geringere Mengen an Lipiden enthalten (etwa 1

20 im Vergleich zu PRrek).
Die Absorptionsbande der Carbonyl-Schwingung der Lipide liegt bei ca. 1730 cm−1

und ist dementsprechend ausgeprägter in den PRrek Filmen. Da im weiteren Verlauf
nahezu ausschließlich Differenzspektren gebildet werden, bietet die geringere Lipid-
konzentration einen Vorteil. Durch die geringere Grundabsorption im Bereich der Ab-
sorption von Asp und Glu -COOH Signalen (zwischen ca. 1710 - 1760 cm−1), können
die für den Protonentransport so wichtigen Signale besser aufgelöst werden.
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5.1.1.2 CD-Spektren und Temperaturstabilität

Die Sekundärstruktur von Proteinen kann auf vielfältige Weise charakterisiert wer-
den, allerdings sind die Methoden meist für einzelne Strukturelemente besonders ge-
eignet. Zumeist verwendet man daher eine Kombination verschiedener spektroskopi-
scher Methoden, um Sekundärstrukturelemente von Proteinen zu untersuchen. Da es
für PR bisher (Stand 2009) keine Struktur mit atomarer Auflösung aus der Röntgen-
beugung gibt, muss man auf andere Techniken ausweichen, um Struktur und Funktio-
nalität zu verbinden. Für ein alphahelikales Protein wie PR ist die CD-Spektroskopie
auf Grund der eindeutigen Banden als Untersuchungsmethode sehr gut geeignet. Das
Homologiemodell auf Basis einer BR Struktur sagt eindeutig 7 transmembrale Helices
voraus. Diese sollten in einem CD Spektrum über ein klares Bandenmuster erkennbar
sein.

Abb. 5.3: Die Abbildung zeigt einen Vergleich der CD-Spektren von PR2D(rote Kurve) und
solubilisiertem PR (schwarze Kuve) bei Raumtemperatur. Für die solubiliserte Probe sind die
Bandenpositionen kongruent mit einer α-helikalen Struktur. PR2D hat hingegen noch ein zu-
sätzliches Strukturelement.

In Abbildung 5.3 ist ein CD-Spektrum für eine in Detergens solubilisierte PR-Probe
(PRsol) und die PR2D Probe gezeigt. Das PRsol Spektrum zeigt Banden bei (+)195 nm,
(-)209 nm und (-)226 nm, diese Banden sind typisch für ein rein α-helikales Prote-
in. PR2D weist demgegenüber einige Abweichungen auf. Es gibt zwar ebenfalls eine
positive Bande bei 197 nm und zwei negative Banden bei 210 nm und 228 nm, al-
lerdings ist die in PRsol vorhandene Symmetrie durch eine darunter liegende Bande
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verzerrt. Neben der α-Helix muss es noch ein weiteres Strukturelement geben. Da die
PR2D Proben eine Suspension der Kristalle in der Pufferlösung sind, streuen sie das
Meßlicht deutlich stärker als die in Detergens solubilisierten Proben. Damit kann nur
bis etwa 190 nm gemessen werden, bevor das Rauschen zu groß wird. Damit sind
allerdings gängige Analyseverfahren zur Sekundärstrukturanalyse hinfällig. Um mit
Hilfe von Datenbanken den prozentualen Anteil an α-Helix, ungeordneter Struktur, β-
Faltblatt und Loop-Regionen verläßlich zu bestimmen, müssen die Daten zumindest
bis 185 oder idealerweise noch weiter in den UV Bereich hinein aufgenommen wer-
den. Zudem befinden sich in den Datenbanken nur Referenzspektren von solubilisier-
ten Proteinen, die den Besonderheiten der 2D-Kristalle nicht repräsentieren können.
Damit wird eine Sekundärstrukturanalyse durch einen Vergleich der PR2D Proben
mit den Datenbanken nahezu unmöglich.[81]

Abb. 5.4: Der vergrößerte Ausschnitt eines PR2D und PRsol CD-Spektrums zeigt ein kleine
negative Doppelbande im Bereich der Absorption aromatischer Aminosäuren für die Kristalle
(schwarze Kurve).

Die unterliegende Absorption im Bereich von ca. 220 bis 240 nm kann somit nicht
eindeutig einem Strukturelement zugeordnet werden. Da es aber eine Besonder-
heit der PR2D Kristalle ist, liegt der Schluß nahe, dass es sich um Protein-Protein-
Wechselwirkungen in dem zweidimensionalen Proteinkristall handelt. Ein genaue-
rer Blick auf die Grenzregionen der CD-Spektren zeigt eine weitere Besonderheit der
PR2D Proben. Neben den Unterschieden in der Sekundärstrtuktur sind im Bereich
der Absorption aromatischer Aminosäuren kleine negative Signale in den PR2D Pro-
ben zu erkennen. In Abbildung 5.4 sind die Banden bei (-)284 nm und (-)290 nm gut
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zu erkennen, auch wenn ihre Intensität sehr klein ist. CD-Signale in diesem Bereich
stammen bei einem Protein von Tyrosin, Tryptophan, Phenylalanin, Histidin oder
Cystein.[82] Das Doppelsignal in diesem Bereich lässt sich somit auf die Wechselwir-
kung aromatischer Aminosäuren in den Kristallen zurück führen. In dieser Proben-
form gibt es folglich direkte Kontakte zwischen benachbarten Proteinen. Allerdings
lässt sich Anhand der CD-Spektren keine Aussage zu der Form dieser Wechselwir-
kungen machen.

Abb. 5.5: In der Abbildung sind die temperaturabhängigen CD-Spektren zwischen 20 und
95 ◦C gezeigt (20-40 ◦C blau, 50-70 ◦C grün und 80-95 ◦C rot).

Die strukturellen Unterschiede der beiden Proben machen es notwendig, sich genauer
mit der Stabilität der Proben auseinander zu setzen.Zu diesem Zweck wurden tem-
peraturabhängige CD-Spektren zwischen 20 ◦C und 95 ◦C aufgenommen und für
die beiden Proben verglichen. In Abbildung 5.5 sind die beiden Messungen gegen-
übergestellt. Bei Raumtemperatur ergibt sich das erwartete Bandenmuster für das
α-helikale Protein mit den bereits erwähnten Abweichungen durch Protein-Protein-
Wechselwirkungen für die 2D-Kristalle.

Mit steigender Temperatur verliert die solubilisierte Probe schnell an Struktur und
die α-Helixbanden verschwinden. Zurück bleibt die Absorption der ungeordneten
Proteinstruktur um 220 nm. Bei den 2D-Kristallen bietet sich ein etwas anderes Bild.
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Abb. 5.6: Der Temperaturverlauf für PR2D und PRsol bei 209 nm wurden gegen die Tempe-
raur aufgetragen um eine Aussage über die Stabilität der Proben machen zu können. Das
Verschwinden der Bande geht auf die Hitzedenaturierung der Probe zurück.

Bis ca. 50 ◦C bleibt die Probe stabil und beginnt erst danach schnell ihre Struktur zu
verlieren.

Der Temperaturverlauf für die Absorption bei 209 nm (entsprechend der Signale der
α-Helix) ist in Abbildung 5.6 im Detail gezeigt. Die Darstellung macht deutlich, dass
die Kristalle einer langsamen kontinuierlichen Denaturierung unterliegen, während
die 2D Kristalle über einen weiten Temperaturbereich stabil bleiben. Die Übergang-
stemperatur liegt bei ca. 66 ◦C ist allerdings nur bedingt aussagekräftig, da der Prozeß
irreversibel ist. Da die beiden Messungen allerdings unter den gleichen Bedingungen
mit einem identischen Temperaturgradienten gemessen wurden, bleibt die Tatsache
bestehen, dass die Kristalle ungleich stabiler sind als eine analoge solubilisierte Probe.

Inwieweit die Wechselwirkungen zwischen aromatischen Aminosäuren an der Aus-
senseite eines PR-Monomers daran beteiligt sind, lässt sich allerdings ohne geeignete
Mutanten nicht klären. Im Homologiemodell sind allerdings einige außen liegende
aromatische Seitenketten zu erkennen, die Protein-Protein-Wechselwirkungen ver-
mitteln könnten. Wie man in der Abbildung 5.7 erkennen kann, sind zu viele aro-
matische Aminosäuren in der PR Stuktur vorhanden, um tatsächlich sinnvolle Vor-
aussagen über die Herkunft des CD-Signals machen zu können. Sollte tatsächlich ein



5.1 Proteorhodopsin 65

Abb. 5.7: Homologiemodell von PR mit hervorgehobenen aromatischen Aminosäuren. Die rot
eingefärbten Seitenketten entsprechen Phe, Trp, Tyr und His

π-Stacking die Anordnung der Proteine in en Kristallen beeinflussen, so könnte man
darüber eine Einblick in die Orientierung der Monomere bekommen.

5.1.1.3 Der Photozyklus für PR2D Kristalle

Die vorangegangenen Studien der Struktur von PRsol und PR2D haben einige signi-
fikante Unterschiede in den beiden Probenpreparationen aufgezeigt. Die 2D Kristalle
haben sich als deutlich stabiler erwiesen, sind aber in ihrer Sekundärstruktur durch
Protein-Protein-Wechselwirkungen gekennzeichnet. Aus Studien an Rhodopsin 2D
Kristallen ist bekannt, dass die starre Umgebung dieser Probenform die Proteinbe-
wegung einschränken und damit die Funktionalität der Proben verhindern kann.[88]
Daher ist es notwendig, den Photozyklus der PR2D Kristalle zu charakterisieren, be-
vor man die Proben für detailliertere Studien verwendet.

Der erste Schritt im PR Photozyklus nach der Anregung ist eine kombinierte Schwin-
gung der konjugierten Doppelbindungen des Retinals in der Ebene, gefolgt von der
Bindungsisomerisierung. Zusätzlich gibt es eine Bewegung auf der Torsionskoordi-
nate, die zurück in den Grundzustand führt.[58] Allerdings liegen diese Bewegungen
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Abb. 5.8: Die Kurve zeigt ein hell-minus-dunkel Differenzspektrum für einen PR2D Film
bei 77 K und pH 9. Die wichtigsten Differenzbanden sind die Retinal C-C Banden bei
(+)1189 cm−1, (-)1230 cm−1 und (-)1250 cm−1 und die C=C Banden bei 1520 und 1539 cm−1.

im Bereich von Femtosekunden und sind mit klassischen FTIR Methoden nicht auf-
lösbar. Dennoch ist dieser erste Schritt im PR Photozyklus mit Femtosekundenspek-
troskopie erfolgreich beobachtet worden.[89] Tieftemperatur- und zeitaufgelöste-IR-
Techniken setzen erst mit der Beobachtung des K Intermediates und somit der voll-
ständigen all-trans zu 13-cis Isomerisierung des Retinals ein. Freies Retinal kann durch
die Absorption von Licht eine Vielzahl an Isomeren ausbilden. Das kovalent über eine
Schiff‘sche Base an das Protein gebundene Retinal in PR wird durch Licht mit einer
Wellenlänge um 520 nm zu einer all-trans zu 13-cis Isomerisierung gezwungen. Das
in Abbildung 5.8 gezeigte Differenzspektrum zeigt die Isomerisierung des Retinals
in PR2D Filmen bei alkalischem pH. Das Spektrum wurde bei 77 K gemessen, nach-
dem der Proteinfilm für 60 s belichtet wurde. Als Hintergrund wurde das Spektrum
der unbelichteten Probe verwendet. Das dadurch erhaltene Differenzspektrum zeigt
nur die Beiträge der an der Isomerisierung beteiligten Bindungen. Die intensive Ban-
de bei (-)1540/(+)1520 cm−1 im Amid II Bereich des Spektrums entspricht einer C=C
Streckschwingung des Chromophors für PRK-PR.[90]

Die Banden bei (-)1255 cm−1, (-)1232 cm−1, (-)1198 cm−1 und (+)1192 cm−1 entspre-
chen dem typischen Muster für die Änderungen in den C-C Streckschwingungen des
Retinals für eine all-trans zu 13-cis Isomerisierung. Die Anwesenheit dieser Banden be-
stätigt ganz klar die korrekte Isomerisierung des Chromophors in den 2D-Kristallen.
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Die negativen Banden stammen vom all-trans Isomer, während die positiven Banden
dem 13-cis Isomer entsprechen. Zwischen 1300 und 1400 cm−1 gibt es insgesamt 4
positive Banden die den C-H und N-H Streckschwingungen für in der Chromophor-
Ebene liegende Bindungen entsprechen. Die C=N Bande der Schiffschen Base erzeugt
eine Differenzbande bei (+)1631/(-)1650 cm−1. Allerdings ist die negative Bande bei
1650 cm−1 verbreitert und enthält wahrscheinlich zusätzlich einen Amid I Beitrag.
Diese Zuordnung entspricht Beobachtungen aus [58]. Das Spektrum enthält aller-
dings nur kleine Beiträge des Proteinrückgrats (Amid I/II) und Veränderung im Pro-
tonierungsgrad von Asp oder Glu Seitenketten sind nicht erkennbar. Bei 77 K und pH
9,0 liegt somit ausschließlich ein K-Intermediat vor.

Obwohl die Isomerisierung des Retinals ein sehr schneller Prozess ist, können spä-
tere Intermediate des Photozyklus mit zeitaufgelöster IR-Spektroskopie untersucht
werden. Daher wurden für die PR2D-Kristalle Rapid Scan Spektren bei Raumtempe-
ratur aufgenommen (vgl. Abbildung 5.9). Dabei wurden ausschließlich Proteinfilme
mit einem pH-Wert von 9,0 verwendet, da aus der Literatur bekannt ist, dass der ki-
netische Photozyklus bei saurem pH und Raumtemperatur nur einen Teil der bei pH
9,0 beobachteten Intermediate enthält. Die Messungen erlauben die Aufnahme von
Differenzspektren (PR532nm-PRdunkel) im Abstand von 10 ms.

Da sich im PR-Photozyklus die verschiedenen Intermediate stets in einem Gleichge-
wicht zueinander befinden, können keine reinen Intermediat-Spektren gezeigt wer-
den. Allerdings sind in Abbildung 5.9 drei transiente Differenzspektren bei verschie-
denen Zeiten gezeigt, die jeweils charakteristische Beiträge für verschiedene Interme-
diate enthalten. Die Spektren zeigen die Differenzbanden nach 75 ms (schwarz), von
75 bis 225 ms und von 225 bis 450 ms.

Im ersten Spektrum nach 75 s sind die bereits im 77 K Spektrum sichtbaren Ban-
den für die all-trans nach 13-cis Isomerisierung des Retinals immer noch teilweise in
der 1180-1280 cm−1 Region sichtbar, aber die Bande der C=C Streckschwingung bei
(+)1520 cm−1 ist bereits verschwunden. Weitere markante Banden sind in der Amide
I und II Region bei (+)1660 cm−1 und (+)1552 cm−1 und in der Asp/Glu-Seitenketten
Region bei (+)1755 cm−1 zu finden. Die Bande bei 1755 cm−1 ist charakteristisch für
das M-Intermediat und ist auf eine Protonierung des Protonenakzeptors Asp-97 zu-
rück zu führen. Einhergehend mit der Protonierung Asp-97 und damit der Deproto-
nierung des Retinals findet eine Strukturänderung im Protein statt. Diese ist gut an
den Differenzbanden in der Amid I- und II-Region zu erkennen. Die Bewegung in
den Transmembranhelices ist notwendig, um eine Öffnung des Proteins zur extrazel-
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lulären Seite der Membran zu ermöglichen, so dass das Proton in die extrazelluläre
Matrix abgegeben werden kann.

Die blaue Kurve zeigt zum einen ähnliche Banden, wie das vorhergehende Spektrum.
Einflüsse des M-Intermediats sind deutlich sichtbar. Allerdings weisen die Banden

Abb. 5.9: Die Kurve zeigt hell-minus-dunkel Differenzspektren zu verschiedenen Zeiten nach
der Anregung für einen PR2D Film bei RT und pH 9,0.
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Abb. 5.10: Die Kurve zeigt die zeitliche Absorptionsänderung für die Rückisomerisierung des
Retinals in den Grundzustand.

Abb. 5.11: Die Kurve zeigt die Referenzbande für das M-Intermediat über die Zeit

in der Amid I Region deutliche Unterschiede auf. Die hier ausgeprägtere Kombi-
nation aus einer positiven 1660 cm−1 Bande und den zwei negativen Banden bei
1697 cm−1 und 1675 cm−1 ist laut Friedrich et al. ein Indikator für das N-Intermediate
im PR Photozyklus. Auch kleine positive Signale im Bereich 1300 bis 1400 cm−1 sind
vorhanden.[22, 27]

Im letzten Spektrum nach beinahe einer halben Sekunde bleiben nur noch die in-
tensivsten Differenzbanden sichtbar. Wie erwartet ist in keinem der drei Spektren
ein reines Intermediat beobachtbar. Zu Beginn findet man Anteile des K Interme-
diates und ein stark ausgeprägtes M-Intermediat mit den ersten Hinweisen auf ein
N-Intermediat. Danach folgt ein M/N Gleichgewicht und eine Mischung aus den spä-
ten Intermediaten. Um die Frage zur Reversibilität des Photozyklus bei 2D-Kristallen
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abschließend zu beantworten, wird auch die transiente Absorptionsänderung bei (-
)1536 cm−1 und (+)1755 cm−1 genauer betrachtet. Die Kinetik für die Protonierung
von Asp-97 zeigt anschaulich, dass bereits im ersten Spektrum nach der Belichtung
das M-Intermediat präsent ist. Durch die geringe Intensität des Signals, es resultiert
aus einer einzelnen OH-Bindung in einem 27 kD Protein, ist es nicht möglich eine aus-
sagekräftige exponentielle Funktion an die Daten anzupassen (τ1 = 990 ms± 280 ms).
Die Kinetik für die Rückkehr des Retinals zum all-trans Isomer lässt sich allerdings
mit einer monoexponentiellen Funktion anpassen. Die Reisomerisieurng benötigt et-
wa τ2 = 600 ms. Das Signal ist allerdings mit einem großen Rauschen unterlegt. Dies
ist verständlich, wenn man sich vor Augen führt, dass das Absorptionsspektrum des
Proteinfilms eine große Amid II Bande (ca. 0.4 OD) aufweist, die die Änderung in der
Größenordnung 6 ∗ 10−3 OD überlagert. Durch die Differenztechnik wird das Signal
jedoch sichtbar.

Aus den Kinetiken kann man ableiten, dass die 2D-Kristalle einen vollständigen Pho-
tozyklus durchlaufen und wieder in den Anfangszustand zurückkehren, allerdings
ist die Reisomerisierung deutlich schneller, als vergleichbare Kinetiken von PR in
Membranfragmenten.[28] Das ist insofern einleuchtend, als dass die starre Kristal-
lumgebung die ersten Schritte des Photozyklus behindert und verlangsamt, aber im
Gegenzug die Reisomerisierung fördert. Ein weiterer Hinweis für die Funktionstüch-
tigkeit der Kristalle ist sicher auch die Wiederholbarkeit des Experiments mit ein und
demselben Proteinfilm. Es findet kein Ausbleichen statt und die Differenzbanden wer-
den im Laufe der Zeit nicht kleiner. Eine Abnahme der Signalintensität würde auf
eine langsame Zerstörung der Probe hindeuten, die entweder durch die Energie des
Lasers ausgelöst wird, oder durch einen unvollständigen Photozyklus. Da die Rapid-
Scan Messungen mit verschiedenen Pulsenergien des Lasers durchgeführt wurden,
um zu gewährleisten, dass die Probe möglichst vollständig angeregt wird ohne ein
Photobleichen des Films zu riskieren, sollte ein Signalverlust nur durch in einem Zwi-
schenschritt des Photozyklus gefangene Proteine ausgelöst werden.

5.1.2 Tieftemperatur FTIR Daten

Die bereits vorhandenen Erkenntnisse über den PR Photozyklus aus der Schwin-
gungsspektroskopie beziehen sich im allgemeinen auf kinetische Studien bei Raum-
temperatur und einige Messungen bei 77 K um die Isomerisierung des Chromophors
zu beobachten. Aus den kinetischen Messungen geht hervor, dass ein vollständiger
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Photozyklus nur im alkalischen existiert, während im sauren pH-Bereich entschei-
dende Intermediate fehlen. Diese Erkenntnisse sind allerdings nicht mit allen elektro-
physiologischen Messungen vereinbar und widersprechen einer Tieftemperaturstu-
die zwischen 150 und 240 K im sichtbaren Spektralbereich, in der ein M-Intermediat
spektroskopisch nachgewiesen wurde.

Abb. 5.12: Die Abbildung zeigt ein vereinfachte Schema der kinetisch und thermodynamisch
kontrollierten Abfolge der Intermediate im PR Photozyklus

Die temperaturabhängigen VIS-Spektren zeigen bei pH 4.0 eine Bande bei et-
wa 425 nm. Diese Bande entspricht der deprotonierten Schiff‘schen Base im M-
Intermediat. Es ist daher wahrscheinlich, dass PR bei tiefen Temperaturen einen ver-
änderten Photozyklus zeigt. Während bei der kinetisch kontrollierten Messung bei
Raumtemperatur das M-Intermediat bei saurem pH auf Grund einer geringen Ak-
tivierungsenergie sehr schnell in die späten Intermediate übergeht und daher nicht
akkumuliert, wird es bei einer thermodynamisch kontrollierten Messung bei niedri-
gen Temperaturen sichtbar. Es ist auch insofern verständlich, dass das M-Intermediat
besonders durch das Einfrieren der Probe beeinflusst wird, da es sich um den Schritt
im Photozyklus handelt, in dem eine größere Helixbewegung erforderlich ist. Diese
wird bei tiefen Temperaturen besonders stark eingeschränkt.

In den folgenden Abschnitten werden daher ausschließlich Tieftemperaturspektren
zwischen 77 und 257 K gezeigt, in denen der Photozyklus für vier verschiedenen pH-
Werte (5,1 / 5,5 / 8,5 und 9,0) untersucht wird. Gerade für die sauren pH-Werte ergibt
sich dabei die Frage nach einem schwingungsspektroskopisch identifizierbaren M-
Intermediat.
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5.1.2.1 K Intermediate für PR2D und PRrek

Die Tieftemperaturspektren bei 77 K geben einen Einblick in die Isomerisierung des
Chromophors und werden dominiert von den C-C, C=C und C=N Schwingungen
des Retinals. In Abbildung 5.13 sind die IR-Differenzspektren für PRK-PR bei zwei
pH-Werten gezeigt, die deutlich ober- und unterhalb des pKa-Werts des Protonenak-
zeptors Asp97 liegen. Das pH 9,0 Spektrum wurde bereits im vorangegangenen Ab-
schnitt zur Funktion der PR2D-Kristalle detailliert besprochen und zeigt wie erwartet
das Bandenmuster für die all-trans zu 13-cis Isomerisierung. Das Spektrum ist für bei-
de Probenformen (2D-Kristalle und rekonstituiertes Protein) identisch. Die absolute
Signalintensität ist für saure pH-Werte geringer und die Signale sind daher etwas
stärker verrauscht. Es ist allerdings wieder offensichtlich, dass PRrek und PR2D im
Rahmen der Messgenauigkeit identische Signale zeigen.

Abb. 5.13: Differenzspektrum PRK/L-PR für pH 5,1 und PRK-PR pH 9,0 bei 77 K für rekonsti-
tuierte Proben und die 2D-Kristalle. Die Differenzbanden zeigen die all-trans zu 13-cis Isomeri-
sierung des Retinals. Bei pH 5,1 ist zusätzlich ein negatives Signal bei 1744 cm−1 zu erkennen

Bei pH 5,1 sind wieder die CN Streckschwingung bei (-)1651 cm−1, die C=C Ban-
den bei (+)1520 und (-)1536 cm−1 und die C-C Streckschwingungen bei (+)1191, (-
)1200, (-)1234 und (-)1256 cm−1 zu beobachten. Im Bereich von 1280 bis 1400 cm−1
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finden sich die N-H und C-H Beiträge. Eine Änderung des pH-Werts sorgt für klei-
ne Verschiebungen in den Bandenpositionen des Retinals. Die Differenzbande bei
(-)1693 und (+)1700 cm−1 ist allerdings unabhängig vom pH-Wert der Umgebung.
Durch Experimente mit Mutanten konnte diese Bande Asn-230 zugeordnet und ein
Einfluss von Asp-97 oder Asp-227 ausgeschlossen werden.[90, 91] Im Unterschied
zu den pH 9,0 PRK-PR Spektren gibt es allerdings eine negative Bande im Bereich
der C=O Streckschwingung der Carboxylgruppen von Glu und Asp bei 1744 cm−1.
Bisher konnte dieses Signal in bereits veröffentlichen Tieftemperatur Spektren nicht
identifiziert werden. Allerdings existieren Step-Scan Messungen von PRrek mit Di-
Myristoylphosphatidylcholine als Lipid, in denen ebenfalls dieses Signal beobachtet
wurde.[92] Xiao et. al. interpretieren das Signal in Analogie mit BR als eine Störung
oder Deprotonierung von Glu-108, dem Homolog zu Asp-96 in BR.[93, 94] Im all-
gemeinen wird dieser Beitrag als Indiz für die Existenz eine L-Intermediats gewer-
tet und dient als dessen Markerbande. Das Auftauchen der Glu-108 Störung ist, wie
in den K/L-Spektren gut zu erkennen ist, stark pH-abhängig. Während bei alkali-
schem pH bei der niedrigsten messbaren Temperatur in unserem Aufbau ein reines
K-Intermediat beobachtet werden kann, ist der Photozyklus bei pH 5,1 und 77 K be-
reits weiter fortgeschritten.

Die für PR so bestimmende pH-Sensibilität ist auch der Grund, einen genaueren Blick
auf Veränderungen in den K Spektren ausgelöst durch kleine pH-Änderungen zu wer-
fen. In Abbildung 5.14 sind die K-Spektren für pH 5,1 und 5,5 für PRrek und PR2D ge-
genübergestellt. Auf den ersten Blick finden sich in den Differenzspektren die selben
Banden und es gibt erneut keinen Unterschied zwischen den verschiedenen Proben-
präparationen. Im Bereich von 1500 bis 1600 cm−1 ist allerdings im schraffierten Be-
reich des bei pH 5,5 aufgenommenen Spektrums eine zusätzliche Bande zu erkennen.
Die positive Bande bei 1546 cm−1 ist allerdings von der C=C Schwingung des Retinals
überlagert. Zusammen mit einem schwer aufzulösenden Beitrag im Amid I Bereich
lässt diese Bande darauf schließen, dass bereits eine erste Umorientierung stattfindet,
getrieben von der Isomerisierung des Retinals. Damit ist klar dass die Änderung des
pHs um eine halbe Einheit den Photozyklus des Proteins nicht unbeeinflusst lässt.

Inwieweit diese Beobachtung auf auf die Messungen im alkalischen pH-Bereich zu-
treffen, ist in Abbildung 5.15 gezeigt. Die Spektren des K-Intermediates bei pH
9,0 sind wieder zum Vergleich den Spektren bei pH 8,5 gegenübergestellt. Die
Differenzbanden sind erneut nahezu identisch. Für pH 8,5 beobachtet man die
charakteristischen Banden des Retinals bei (-)1200 und (+)1192 cm−1, (-)1540 und



74 5 Ergebnisse und Diskussion

Abb. 5.14: Differenzspektrum PRK-PR für pH 5,1 und pH 5,5 bei 77 K. Die Differenzbanden
zeigen die all-trans zu 13-cis Isomerisierung des Retinals.

(+)1520 cm−1 und die in der Ebene liegenden NH/CH Schwingungen zwischen 1280
und 1400 cm−1. Soweit sind die Spektren für die beiden verglichenen pH-Werte er-
neut identisch, allerdings findet sich wieder ein zusätzlicher Amid Beitrag in der
Amid I Region mit einer überlagerten positiven Bande bei 1546 cm−1. Damit sorgt
auch die Absenkung des pH-Werts von 9,0 auf 8,5 für eine Änderung der Energiebar-
rieren für den Übergang zwischen den verschiedenen Intermediaten. Da bei kleinen
pH-Unterschieden stets die Frage aufkommt, in wie weit der pH-Wert in einem Pro-
teinfilm exakt bestimmt werden kann, wurden die Messungen zum einen mehrfach
wiederholt. Dabei fand sich jedesmal ein signifikanter Unterschied in Proben mit einer
halben pH-Einheit Unterschied. Außerdem wurde durch hohe Pufferkonzentrationen
und eine Kontrolle des Absorptionsmaximums der pH-Wert best möglich eingestellt.
Unabstreitbar und unabhängig von der exakten pH-Differenz bleibt die Erkenntnis,
dass ein Absenken (Erhöhen) des pH-Werts von pH-Werten, die deutlich über (unter)
dem pKa-Wert von Asp-97 liegen, zu Änderungen in den Energiebarrieren für den
Übergang zwischen den Intermediaten führt.
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Abb. 5.15: Differenzspektrum PRK-PR für pH 9,0 und pH 8,5 bei 77 K. Die Differenzbanden
zeigen die all-trans zu 13-cis Isomerisierung des Retinals. Zusätzlich zeigt das pH 8,5 Spekturm
einen Beitrag im Amid II-Bereich bei 1546 cm−1 (schraffierter Bereich).

5.1.2.2 Photozyklus bei pH 9,0

Der Photozyklus bei alkalischen pH-Werten ist mit zeitaufgelöster Spektroskopie, so-
wohl in dieser Arbeit als auch an anderer Stellen in der Literatur, untersucht wor-
den. Auch wenn die Beteiligung bestimmter Aminosäuren, der Einfluss von Mutanten
auf die verschiedenen Intermediate und die generell präparationsabhängige Kinetik
einzelner Teilschritte des Photozyklus noch Raum für Untersuchungen und Diskus-
sion lassen, so ist der grundsätzliche Ablauf doch klar. Bevor somit die komplexe
Frage nach dem Photozyklus bei pH 5,1 und die Existenz eines M-Intermediats dis-
kutiert werden soll, ist es notwendig, den Einfluss der Tieftemperaturmethodik auf
den kompletten Photozyklus zu untersuchen. Bisher wurde in der Literatur nahezu
aussschließlich das K-Intermediat bei 77 K untersucht. Vor allem die Gleichgewichte
zwischen den nachfolgenden Intermediaten von M bis O machen es unmöglich, eine
Temperatur zu finden, bei der der Photozyklus in genau einem Intermediat gestoppt
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wird. Die Temperatur wurde zwischen 77 und 260 K variiert, um einzelne Interme-
diate zu finden. Bis nahe an die 200 K Grenze wurde bei pH 9,0 ausschließlich das
K-Intermediat gefunden, danach weisen die Differenzspektren Banden verschiedener
Intermediate auf. Um der Umwandlung der Intermediate und dem damit sehr lang-
sam ablaufenden Photozyklus Rechnung zu tragen, wurden zeitaufgelöste Spektren
bei genau definierten Temperaturen aufgenommen.

Abb. 5.16: Zeitaufgelöstes Spektrum einer PR2D Probe bei pH 9,0 und 257 K. Die 3D Darstel-
lung und die Projektion auf die XY-Ebene zeigen das Entstehen eines M-Intermediats nach-
dem nach ca. 50 ms mit der Belichtung der Probe begonnen wurde.

Es wurde ein Hintergrundspektrum des Proteinfilms ohne Anregung gemessen und
danach der Photozyklus angeregt. Aus den zeitabhängig aufgenommenen Differenz-
spektren können sowohl einzelne Spektren als auch die Kinetik bei einer einzelnen
Wellenlänge extrahiert werden. In Abbildung 5.16 ist ein solches dreidimensionales
Spektrum zu sehen, allerdings ist die Darstellung nicht dazu geeignet, kleine Details
in den Differenzbanden anschaulich zu präsentieren. Daher werden im weiteren Ver-
lauf ausschließlich die extrahierten Differenzspektren und Kinetiken näher erläutert.

In Abbildung 5.17 ist ein Differenzspektrum für PR bei pH 9,0 und 257 K 77 s nach
Beginn der Belichtung gezeigt. Im Amid II Bereich findet man zwei ausgeprägte Ban-
den bei (-)1536 und (+)1554 cm−1 und in der Amid I Region sind bei (-)1650, 1675 und
1697 cm−1 und bei (+)1660 cm−1 Banden zu erkennen. Zusätzlich ist bei (+)1755 cm−1
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Abb. 5.17: Differenzspektrum PRM-PR bei pH 9,0. Auffällig sind die Bande des Protonenak-
zeptors Asp97 bei 1755 cm−1 und die Beiträge der Amide II-Bande. (Rapid-Scan Spektrum bei
257 K, transientes Spektrum nach 77 s)

ein Signal in der Asp/Glu Region zu beobachten. Diese Bande wird der Protonierung
des Protonenakzeptors Asp-97 und damit dem M-Intermediat zugeordnet.[27, 22]
Gleichzeitig mit der Protonierung von Asp-97 tauchen die markanten Banden bei 1554
und 1660 cm−1 auf. Diese beiden Banden lassen sich als Bewegung im Helixbündels
des PRs deuten, da zum Zeitpunkt des Entstehens des M-Intermediats eine Öffnung
des Proteins zur extrazellulären Seite notwendig ist, um ein Proton an die Umgebung
abzugeben. Neben Asp-97 sind für die Freisetzung des Protons sicherlich noch weite-
re Gruppen notwendig, allerdings lassen sich diese spektroskopisch nicht fassen. Es
können sowohl Wassercluster als auch Aminosäuren das Proton von Asp-97 überneh-
men.

Mit den Amid Änderungen und dem Asp-97 Signal ist die Zuordnung der
Hauptkomponenten des Septkrums zu einem PRK-PR Spektrum eindeutig. Die
negativen Banden bei 1675 und 1697 cm−1 sind allerdings nicht Teil des M-
Intermediatspektrums, sondern stammen vom N-Intermediate.[22] Eine Absenkung
der Temperatur führt allerdings nicht zu einer Isolierung des M-Intermediats sondern
sorgt nur für die Beteiligung von Banden des K-Intermediats an dem Differenzspek-
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trum. Verfolgt man die IR-Banden über einen sehr langen Zeitraum, so entwickelt sich
der Photozyklus stets weiter.

Abb. 5.18: Transienten bei 1538 cm−1(C=C Streckschwingung des Retinals) aus Differenz-
spektren PRM-PR bei pH 9,0 und 257 K. Die Transienten für beide Probenpreparationen PRrek
und PR2D zeigen die Erholungszeit für das isomerisierte Retinal.

Die verschiedenen Probenpräparationen PR2D und PRrek haben in den bisherigen
Messungen keinerlei Unterschiede in der Bandenposition und Funktionalität gezeigt.
Allerdings ist bekannt, dass die Lipidkonzentration und der Wassergehalt von Prote-
infilmen einen starken Einfluss auf die Kinetik des Photozyklus haben kann.[95, 96]
Daher ist in Abbildung 5.18 die Reisomerisierungs-Kinetik für die C=C Streckschwin-
gung des Chromophors dargestellt. Die Transienten bei 1538 cm−1stammen aus
zeitaufgelösten Messungen bei 257 K (pH 9,0). Vor dem Anpassen der Kinetik mit
einer e-Funktion wurde eine Glättung mit einem 5-Punkt-Algorithmus durchgeführt.
Da für die PR2D Messung Datenpunkte alle 10.3 s und für die PRrek Messung alle
5.3 s aufgenommen wurden, ist die Auflösung ausreichend groß, um die Glättung
zu erlauben. Der erste Anstieg des negativen Signals stammt aus der Akkumulati-
on von angeregtem Protein durch die sechzigsekündige Belichtung der Probe über
den Lichtleiter. Nach Ausschalten der Lampe kommt kein neu isomerisiertes Retinal
mehr hinzu und die Reisomerisierung dominiert die Kinetik. Die Zeitkonstanten für
die Transienten liegen bei <1 min / 7 min (PRrek) und <1 min / 8 min (PR2D) und
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sind damit im Rahmen der Fehlergrenzen identisch. Im alkalischen lässt sich somit
kein Einfluss der Lipidkonzentration auf die Kinetik des Photozyklus beobachten.

Abb. 5.19: Differenzspektrum PRspaet-PR bei pH 9,0 (257 K nach 40 min). Das Spektrum zeigt
ein Gleichgewicht aus mehreren späten Intermediaten des Photozyklus.

Wie bereits erwähnt, sind bei einer gegebenen Temperatur keine statischen Interme-
diatspektren zu erwarten. Der Photozyklus durchläuft stattdessen langsam sämtli-
che Intermediate. In Abbildung 5.19 ist dass PRdunkel-PRhell Spektrum für pH 9,0
40 min nach der Belichtung gezeigt. Das Spektrum vereint die Beiträge der späten
Intermediate (≡ Intermediate nach M). Die wichtigsten Banden sind unter anderem
zwei Signale in der Asp/Glu-Region bei (+)1718 und (+)1738 cm−1. Die Bande bei
1738 cm−1 ist deutlich ausgeprägter und wurde in einer früheren Publikation bei ki-
netischen Messungen einer Störung der Umgebung von Glu-108 zugeordnet, die sich
auch in den offensichtlichen Änderungen der Proteinumgebung im Amid I und II
Bereich zeigt.[92] Allerdings könnte auch eine Verschiebung der Asp-97 Bande die
Ursache für dieses Signal sein. Bei BR wurde eine solche Verschiebung für einen M/N
Übergang beobachtet (1761 cm−1→ 1755 cm−1) und wurde dabei gleichzeitig mit ei-
ner negativen Bande bei 1670 und zwei positiven Banden bei 1647 und 1610 cm−1

beobachtet.[97] Ein genauer Blick in die Amid I und II Regionen unseres Differenz-
spektrums zeigt Banden bei (-)1631 und 1675 cm−1 und bei (+)1618, 1645, 1553 und
1558 cm−1 zu erkennen. Die Amid I Signale passen sehr schön zu den Signalen des N-
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Intermediats bei BR und lassen die Zuordnung der 1738 cm−1 Bande zu einer Störung
des Ptotonenakzeptors wahrscheinlich werden.

Tab. 5.2: Charakteristische IR-Banden des PR Photozyklus bei pH 9,0

Intermediat Bandenposition in H2O (MIR) Bandenzuordnung
in cm−1

K 1192, 1200, 1232, 1255 Retinal (C-C)

1520, 1540 Retinal (C=C)

1300-1400 (4 Banden) Retinal (N-H/C-H in plane)

1631, 1650 Retinal (C=N)

1650 evtl. Amid I PR

M 1554, 1660 Bewegung des Helixbündels

1755 Protonierung Asp-97

spät 1738 Glu-108

1718 Protonierung Asp/Glu

Allerdings gibt es mit der Bande bei 1718 cm−1 auch bereits Indizien für ein o-
Intermediat. Im Gegensatz zu BR findet sich in den PR Spektren der späten Inter-
mediate kein Anzeichen für die Deptrotonierung einer Asp oder Glu Seitenkette. Die
restlichen bobachteten Differenzbanden zeigen allerdings eine erstaunliche Ähnlich-
keit zu den späten BR-Intermediaten. Dies ist nach den doch sehr unterschiedlichen
Bandenpositionen für BR und PR K- und M-Differenzspektren nicht offensichtlich. Es
bleibt dennoch die klare Erkenntnis aus den vorgestellten Spektren, dass bei pH 9,0
bei tiefen Temperaturen generell die Charakterisierung des vollständigen Photozy-
klus möglich ist.

5.1.2.3 Photozyklus bei pH 5,1

Nachdem fest steht, dass der Photozyklus von PR in seiner Gesamtheit mit Tieftem-
peratur IR-Spektroskopie beobachtet werden kann, auch wenn die Energiebarrieren
und Kinetiken naturgemäß von denen bei Raumtemperatur abweichen, werden die
Messungen auch für pH 5,1 durchgeführt. Die K-Spektren sind bereits ausführlich
besprochen worden und werden in diesem Abschnitt daher nicht mehr aufgegriffen
(vgl. 5.1.2.1).
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Abb. 5.20: Differenzspektrum PRM-PR bei pH 5,1. Auffällig ist die Bande 1728 cm−1und die
Beiträge der Amide II-Bande.(Rapid-Scan Spektrum bei 242 K, transientes Spektrum nach 8
min)

Im Abschnitt mit den Spektren bei pH 9,0 wurde die Protonierung von Asp-97, er-
kennbar durch die Bande bei 1755 cm−1 zusammen mit ausgeprägten Banden im
Amid I und II Bereich als Marker für das M-Intermediat gedeutet. Senkt man den pH-
Wert auf pH 5,1 so ist diese Seitenkette bereits protoniert und Asp-97 fällt als Emp-
fänger des Protons von der Schiff‘schen Base aus. Allerdings ist in Vis-Spektren bei
pH 4.0 die Deprotonierung der Schiff‘schen Base in Tieftemperaturmessungen beob-
achtet worden und Photostrommessungen zeigen einen aktiven Transport bei diesem
pH-Wert.[98] In Abbildung 5.20 ist ein Differenzspektren aus einer zeitabhängigen
Messung bei 242 K gezeigt. Auch hier findet sich nach dem K-Intermediat bei höhe-
ren Temperaturen stets wieder eine Mischung aus Beiträgen verschiedener Interme-
diate. Generell ist die Signalintensität der Messungen und die Stabilität der Proben bei
pH 5,1 deutlich schlechter als bei pH 9,0. Die stärksten Signale liegen im Bereich von
1 mOD während die Signale bei alkalischem pH teilweise über 3 mOD hinausgehen.
Zusätzlich zeigen Proben, die bei pH 5,1 länger als 24 h im Kühlschrank aufbewahrt
wurden, nur noch die all-trans zu 13-cis Isomerisierung ohne einen nachfolgenden
Photozyklus. Bei pH 9,0 sind die Proben unter gleichen Bedingungen über Monate
stabil.
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Die zentralen Banden des Spektrums in 5.20 sind Amid II Banden bei (-)1542 und
(+)1553 cm−1 und eine negative Bande bei 1660 cm−1. Zusätzlich ist eine Bande bei
1728 cm−1 sehr ausgeprägt und deutet auf die Protonierung einer Asp oder Glu Sei-
tenkette hin. Die Amid II Banden gleichen den Banden für das PRMpH9,0-PR Spek-
trum, während das 1660 cm−1 Signal zwar ebenfalls vorhanden ist, allerdings mit
einem umgekehrten Vorzeichen. Damit sind die für ein M-Intermediat erforderlichen
Proteinbewegungen vorhanden, jedoch deutet das umgekehrte Vorzeichen im Amid
I Bereich auf eine entgegengesetzte Proteinbewegung bei pH 9,0 und 5,1 hin. Mit dem
Asp/Glu Signal bei 1728 ist auch der notwendige Akzeptor für das Proton von der
Schiff‘schen Base vorhanden, allerdings ist aus der bloßen Existenz des Signals noch
nicht klar, welche Aminosäure die Funktion von Asp-97 übernimt.

Der Protonenakzeptor für pH 5,1 muss jedoch in relativer Nähe zum Chromophor sit-
zen. Da einige Photostrommessungen für eine Inversion der Pumprichtung bei sauren
pH-Werten sprechen, wird das gesuchte Asp oder Glu wahrscheinlich auf der ande-
ren Seite des Proteins sitzen (im Vergleich zu Asp-97 mit dem Retinal als Mittelpunkt).
An Hand des Homologiemodells von PR ist Glu-108 ein guter Kandidat für den Proto-
nenakzeptor. Diese Annahme stimmt zudem mit Studien von Friedrich et al. [22] und
Dioumaev et al. [31] gut überein, in denen ein Signal bei 1728 cm−1 bei PR im späten
M- und N-Intermediat Glu-108 zugeordnet wurde. Damit sind die grundsätzlichen
Anforderungen an ein M-Intermediat - ein Protonenakzeptor und eine Proteinbewe-
gung - erfüllt.

Um die Zuordnung des Bandenmusters zu einem hauptsächlich von PRM-PR domi-
nierten Differenzspektrum weiter zu unterstützten, wurden gleichzeitig IR und VIS-
Spektren an derselben Probe aufgenommen. Aus den UV/Vis Spektren wurde auch
hier ein PRbelichtet-PRdunkel Spektrum berechnet. Das Vis-Spektrum bei 237 K 8 min
nach Belichtung (vgl. 5.21 rechts) zeigt eindeutig eine Bande bei 425 nm, die der De-
protonierung der Schiff‘schen Base und damit dem M-Intermediat entspricht. Da es
sich wieder um eine Mischung von Intermediaten handelt, sind zusätzlich Banden bei
(-)530 und (+)600 nm zu erkennen, die zum ausgeblichenen Grundzustand (530 nm)
und zu den späten Intermediaten (600 nm) gehören. Die Bande bei 380 nm rührt von
freiem Retinal her und stammt daher von einem kleinen Anteil denaturiertem Pro-
tein. Auf der linken Seite der Abildung ist das zeitgleich aufgenommene Spektrum
zu sehen. Im Gegensatz zu Abbildung 5.20 sind hier allerdings nicht mehrere aufein-
ander folgende Spektren gemittelt worden und das S/N-Verhältnis ist daher deutlich
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Abb. 5.21: Differenzspektrum PRM∗-PR bei pH 5,1 und das dazu gehörige Vis-
Differenzspektrum. Beide Spektren zeigen übereinstimmend Beiträge eines M-Intermediats.
(Spektrum bei 237 K, transientes Spektrum nach 8 min im IR und VIS Spektralbereich)

schlechter. Nur so kann man allerdings von einer Zeitgleichheit der beiden Messun-
gen sprechen.

Auch in diesem Spektrum sind die Amid II ((-)1542 und (+)1551 cm−1) und Amid I
((-)1660 cm−1) Beiträge des M-Intermediats wieder klar sichtbar und auch eine Pro-
tonierung im Asp/Glu-Bereich bei 1725 cm−1 findet statt. Die kleinen Abweichun-
gen zu Abbildung 5.20 in der Bandenposition sind durch die schlechte Signalqualität,
die unterschiedliche Anzahl der Mittelungen und damit der unterschiedliche Anteil
der verschiedenen beteiligten Intermediate an dem Spektrum und die Wellenzahlen-
auflösung erklärbar. Durch den Vergleich der beiden spektroskopischen Methoden
können die Hauptbanden in den Spektren in 5.21 und 5.20 ganz eindeutig einem M-
Intermediat zugeordnet werden. Die Abwesenheit des M-Intermediats in StepScan
[22, 31] und Blitzlichtphotolyse-Messungen [22, 35] kann daher nur durch eine lang-
same Deprotonierung der Schiff‘schen Base und eine schnelle Reprotonierung bei
Raumtemperatur erklärt werden. Dadurch wäre die Population im M-Intermediat,
wie in Abbildung 5.12 gezeigt, bei RT sehr gering und spektroskopisch nicht fassbar.
Die Absenkung der Temperatur beeinflusst vor allem die großen Bewegungen des
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Proteinrückrats. Damit wird verständlich, warum die Energiebarrieren ausgerechnet
für das M-Intermediat so stark beeinflusst werden und warum das M-Intermediat bei
Tieftemperaturmessungen akkumuliert werden kann.

Da allerdings die Freisetzung des Protons in die Proteinumgebung aus den IR-
Daten nicht hervorgeht, lässt sich die Frage nach einem gerichteten Protonentrans-
port nicht aus den bisherigen Messungen beantworten. Normalerweise werden BLM
oder ’patch clamp’ Verfahren benutzt, um die Protonenpumpenaktivität von PR zu
messen [27, 22, 98, 99, 100]. Diese Verfahren können aber nicht gleichzeitig mit IR-
Techniken in derselben Probe verwendet werden und können die Frage der Pumpak-
tivität und -richtung in den hier verwendeten Proben nicht aufklären. Ein interessan-
ter Ansatz für dieses Problem ist die Verwendung eines intrinsischen pH-Sensors in
den IR-Messungen.

Abb. 5.22: Differenzspektrum PRM-PR bei pH 5.0 in Molybdat-Puffer (227 K). Die Spektren
zeigen einen Übergang vom K- zum M-Intermediat und die damit verbundene lokale pH-
Änderung.

Üblicherweise werden pH-sensitive Farbstoffe verwendet, wenn es darum geht, die
Freisetzung von Protonen zu beobachten. Hier wurden allerdings die pH-sensitiven
Banden eines Molybdatpuffers verwendet um den gewünschten Effekt zu erzielen.
Molybdat (MoO2−

4 ) koordiniert ober- und unterhalb der Ebene der Sauerstoffatome
zwei Wassermoleküle, deren IR-Banden sehr empfindlich auf kleine Schwankungen
in der H+-Konzentration reagieren. Die zwei IR-Banden bei 1617 und 1643 cm−1 stam-
men von der (δOH) Biegeschwingung der lokalisierten Wassermoleküle.[101] In Ab-



5.1 Proteorhodopsin 85

bildung 5.22 sind drei transiente IR-Differenzspektren 1, 3 und 7 min nach der Anre-
gung der Proben in Molybdatpuffer mit pH 5.0 bei 227 K gezeigt. Während der Phos-
phatbuffer bei pH 5,1 an die Grenzen seiner Pufferkapazität stößt, kann Molybdat-
puffer auch bei niedrigeren pH-Werten noch als stabiles Puffersystem fungieren. Das
Differenzspektrum setzt sich aus den Einflüssen eines langsam verschwindenden K-
Intermediats und den immer ausgeprägter werdenden Signalen des M-Intermediats
und ersten Banden der späten Intermediate zusammen. Die Markerbanden für das
K-Intermediat sind wieder die C=C und C-C Banden des Retinals bei (-)1535, (+)1520,
(-)1200 und (+)1191 cm−1. Der rechte Pfeil in der Abbildung markiert die langsam
verschwindende Bande bei 1520 cm−1. Die folgenden Intermediate werden durch
das Auftauchen einer Bande im Amid II Bereich bei 1560 cm−1 und durch Signale in
der Asp/Glu-Region bei (+)1742 und 1733 cm−1 gekennzeichnet. Mit dem Übergang
vom K-Intermediat in die späteren Intermediate tauchen erstmals die Banden der pH-
sensitiven Wassermoleküle des Puffers auf. Damit findet einen lokale pH-Änderung
in dem Moment des Photozyklus statt, in dem das M-Intermediat präsent ist. Damit
können die kontrovers diskustiereten BLM Messungen, die eine Pumpaktivität im
Sauren für PR vorhersagen, auch in Proteinfilmen mit einer spektroskopischen Me-
thode nachgewiesen werden.

Abb. 5.23: Transienten bei 1538 cm−1 (C=C Streckschwingung des Retinals) aus Differenz-
spektren PRM-PR bei pH 5,1 und 237 K. Die Transienten für beide Probenpräparationen PRrek
und PR2D zeigen die Erholungszeit für das isomerisierte Retinal.
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Für die Differenzspektren bei pH 5,1 ist zudem erneut die Frage interessant, ob die
Probenpräparation einen Einfluss auf die Kinetiken hat. Nachdem bereits festgestellt
wurde, dass die PR2D Proben deutlich stabiler bei pH 5,1 sind als die PRrek Proben,
wurden in Abbildung 5.23 die Transienten für 1538 cm−1 bei 237 K für PR2D und
PRrek gegenüber gestellt. Im Gegensatz zu den pH 9,0 Messungen findet sich hier
ein Unterschied in den Zeitkonstanten (PR2D: <1 min / 15 min und PRrek <1 min /
6 min). Die erste Zeit entspricht wieder der fortschreitenden Isomerisierung des Re-
tinals in der Probe durch die sechzigsekündige Beleuchtung. Danach ändert sich das
Bild für die beiden Proben. Dennoch bestehen die Unterschiede hauptsächlich in der
Signalintensität und Kinetik, die Differenzsignale sind qualitativ die Gleichen.
Nach den vom M-Intermediat dominierten Differenzspektren führt eine längere War-
tezeit zu Spektren, die von den späten Intermediaten dominiert werden.

Abb. 5.24: Links: Ausschnittvergrößerung der Asp/Glu-Region für ein pH 5,1 Differenzspek-
trum bei 242 K 45 min nach der Anregung. Rechts: Komplettes Differenzspektrum mit charak-
teristischen Amid I und II Änderungen.

In Abbildung 5.24 ist das Spektrum für pH 5,1 bei 242 K 45 min nach der Anregung
gezeigt. In der Amid I Region sind Banden bei (-)1665 und (+)1646 cm−1 zu finden. Ein
vergleichender Blick auf Messungen bei BR zeigt, dass dort im PRN-PR Intermediat
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ein ähnliches Muster zu erkennen ist und dort einer Carbonylschwingung des Pepti-
drückgrats zugeordnet wird.[102] Im Amid II Bereich ist zum einen der Beitrag der
C=C Streckschwingung des Retinals bei (-)1535 cm−1 vorhanden, zum anderen fin-
det sich ein positives Signal bei 1555 cm−1. Da es keine rotverschobene Komponente
neben der C=C-Bande gibt, wird das Spektrum wahrscheinlich vom N-Intermediat
dominiert. Da eine solche Bander für das O-Intermediate zu erwarten ist. Zusätzliche
Beiträge finden sich erwartungsgemäß in der Asp/Glu-Region bei 1722 (wahrschein-
lich Glu-108) und 1732 cm−1. Die Bande bei 1732 cm−1 ist ohne Studien mit Mutanten
der wichtigsten Asp und Glu Aminosäuren allerdings schwierig zu zuordnen. In die-
sem Stadium des Photozyklus kann man aber davon ausgehen, dass das Signal Teil
der Reprotonierungskette für die Schiff‘sche Base ist. Dafür spricht auch die in der
Vergrößerung gut zu erkennende kleine negative Bande (1751 cm−1), die eine De-
protonierung einer Asp- oder Glu-Seitenkette anzeigt. Wahrscheinlich handelt es sich
dabei um eine transiente Deprotonierung von Asp-97. Dies passt auch zu einer im
BRN-BR Übergang beobachteten analogen Bande, die dort auch dem Homolog von
Asp-97, Asp-96 zugeordnet wird.[97, 94] Eine alternative Interpretation wäre, dass
die Bande zu Glu-245, Glu-50 oder Asp-52 gehört und für die Freisetzung des Protons
sorgt. Allerdings haben Studien in BR gezeigt, dass die an der Freisetzung des Protons
beteiligten Aminosäuren nicht spektroskopisch verfolgt werden können.

Tab. 5.3: Charakteristische IR-Banden des PR Photozyklus bei pH 5,1

Intermediat Bandenposition in H2O (MIR) Bandenzuordnung
in cm−1

K/L 1192, 1200, 1232, 1255 Retinal (C-C)

1520, 1540 Retinal (C=C)

1300-1400 (4 Banden) Retinal (N-H/C-H in plane)

1631, 1650 Retinal (C=N)

1744 Störung Glu-108

M 1553, 1660 Bewegung des Helixbündels

1728 Protonierung Asp/Glu

spät 1732 Glu-108

(N) 1646/1655 C=O Peptidbindung

1722 Protonierung Asp/Glu
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5.1.2.4 Der Einfluss kleiner pH-Änderungen auf den Photozyklus

Im Abschnitt mit den K-Spektren von PR konnte man bereits erkennen, das PR auch
auf Änderungen von einer halben pH-Einheit reagiert und sich die Energiebarrieren
verschieben. Nachdem die gezeigten Spektren klar ein M-Intermediat bei pH 5,1 ge-
zeigt haben, lässt sich die interessante Frage aufwerfen, ob der pKa-Wert von Asp-
97 allein die Grenze zwischen den beiden Protonentransportwegen darstellt. Die K-
Spektren lassen allerdings bereits die Vermutung zu, dass diese Aussage so nicht ste-
henbleiben kann.

Abb. 5.25: Differenzspektren PRM-PR bei pH 5,1 und 5,5 8 min nach Anregung der Probe bei
237 K.

In der Abbildung 5.25 sind die PRM-PR Spektren für pH 5,1 und 5,5 unter den gleichen
Bedingungen (237 K, 8 min nach Anregung) gezeigt. Das bei pH 5,5 aufgenomme-
ne Spektrum zeigt im wesentlichen die gleichen Differenzbanden wie das Spektrum
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bei pH 5,1. Während die Banden in der Asp/Glu-Region in der Intensität für beide
Spektren identisch sind und nur eine leichte Verschiebung der Bandenposition zu er-
kennen ist, ändert sich die Intensität der Banden im Amid I und II Bereich deutlich.
Die Banden bei (-)1653, (-)1660 und (+)1647 cm−1 sowie bei (-)1543 und (+)1554 cm−1

fallen im pH 5,5 Spektrum weniger intensiv aus. Gerade diese Banden repräsentieren
allerdings die notwendige Proteinbewegung für die Freisetzung des Protons.

In den späten Intermediaten wird der Unterschied zwischen pH 5,1 und 5,5 wie in
den K-Spektren erneut deutlich sichtbar (vgl. 5.26). Während die Signale bei 1722 und

Abb. 5.26: Differenzspektren PRspaet-PR bei pH 5,1 und 5,5 bei 242 K. Im Amid I und II Bereich
fallen die Unterschiede in den Proben auf. Die kleine negative Bande bei 1751 cm−1 fehlt bei
pH 5,5

1732 cm−1 bei beiden pH-Werten erhalten bleiben, verschwinden die Beiträge bei 1665
und 1646 cm−1 fast vollständig durch die Erhöhung des pH-Werts. Auch die negative
Bande der transienten Deprotonierung von Asp-97 bei 1751 cm−1 lässt sich nur noch
erahnen.
Auch die Betrachtung der pH-Abhänigkeit um pH 9,0 zeigt ähnliche Ergebnisse. Die
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K-Spektren zeigten auch hier eine veränderte Energielandschaft durch den Wechsel
zu pH 8,5. Ein Blick auf das PRM-PR Intermediat bestätigt diesen Unterschied.

Abb. 5.27: In der Abbildung ist das PRM′-PR Spektrum bei pH 8,5 (257 K und die dazu gehö-
rige Kinetik im Vergleich zu pH 9,0 gezeigt.

In Abbildung 5.27 ist ein Differenzspektrum gezeigt, das unter den selben Bedingun-
gen und etwa zur gleichen Zeit wie das M-Intermediatsspektrum bei pH 9,0 (5.17)
aufgenommen wurde. Normalerweise würde man auch hier ein Signal im Asp/Glu-
Bereich oberhalb von 1700 cm−1 erwarten, nämlich das Signal bei 1755 cm−1 von Asp-
97. Allerdings ist hier noch ein zweites Signal bei 1739 cm−1 zu beobachten. Analog
zu der bisherigen Interpretation der Bande ist dies eine Änderung in der Protonie-
rung bzw. im Wasserstoffbrückennetzwerk von Glu-108. Die Amid I und II Region
spiegelt zwar die Banden des pH 9,0 Spektrums wieder, aber auch hier findet sich
eine generelle Abnahme der Intensität der Banden. Auch die Kinetik der Amid II Bei-
träge bei (+)1555 cm−1 wirft Fragen auf. Die Bande zeigt die Bewegung des Proteins
im M-Intermediat an. Auch wenn die Zeitkonstanten (pH 9,0: 47 s, pH 8,5: 54 s) re-
lativ ähnlich sind, so bleibt doch die Frage offen, warum die beiden Proben auf eine
unterschiedlich hohe Absorption bei 1555 cm−1 zurückgehen. Es ist wahrscheinlich,
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dass die pH 9,0 Probe länger einen großen Anteil des M-Intermediat im Gleichgewicht
aufweist. Das wiederum lässt auf unterschiedliche Energiebarrieren schließen.

Insgesamt bleibt die Erkenntnis, dass die pH-Abhängigkeit der PR-Filme nicht nur
von einem einfachen Zusammenhang, wie einem Mechanismus oberhalb und un-
terhalb des pKa-Werts von Asp-97 gesteuert wird. Dazu passt auch die in Abbil-

Abb. 5.28: Die Abbildung zeigt die pH-induzierten Differenzspektren PR8.4↔ PR4.5 für PR2D
bei Raumtemperatur. Alle Differenzbanden werden nur durch die pH-Änderung verursacht
und zeigen Beiträge von Asp/Glu Seitenketten.

dung ATR gezeigte Titration eines auf einem ATR-Kristall angetrockneten und an-
schließend mit Puffern überspülten PR-Films. Die Messung wird zwar bei Raum-
temperatur durchgeführt, allerdings zeigt sie sehr schön, dass neben Asp-97 weite-
re (De)Protonierungen von Asp und Glu-Seitenketten möglich sind und mit kleinen
Strukturänderungen einhergehen. Da in der enggepackten Proteinschicht vor allem
die Außenregionen für das Puffer zugänglich sind, liegen die hier titrierten Amino-
säuren wahrscheinlich im Außenbereich des Proteins.

5.1.3 Diskussion

Die grundsätzlichen Fragen nach den Eigenschaften und der Funktionsfähigkeit der
PR2D-Kristalle konnte erfolgreich beantwortet werden. Die Kristalle weisen eine stark
geordnete Struktur auf und bilden zweidimensionale Schichten, die in Lipidvesikeln
eingeschlossen sind. Dennoch sorgt diese rigide Umgebung nicht für eine signifi-
kante Einschränkung in der Funktionsweise des Transportproteins. Die kinetischen
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Untersuchungen zeigen einen vollständigen und reversiblen Photozyklus bei pH 9,0.
Die IR-Differenzsignale sind identisch mit Spektren für rekonstitutierte Proteinproben
und beweisen somit, dass PR2D-Kristalle in der Struktur des Monomers identisch
sind mit den rekonstituierten Proben. Allerdings sind die Kristalle deutlich stabiler
gegenüber Temperatureinflüssen und zeigen auch bei saurem pH-Wert eine längere
Beständigkeit. Da die Funktion des Proteins durch die kristalline Umgebung nicht ge-
stört wird und die Probenform im Hinblick auf Stabilität überlegen ist, können die
Kristalle für Untersuchungen des PR Transportmechanismus herangezogen werden.
Zusätzlich haben die CD-Spektren Hinweise darauf gegeben, dass aromatische Ami-
nosäuren im Außenbereich des Proteins den Kontakt zu benachbarten Monomeren
vermitteln. In Bezug auf die postulierten Hexamere in den 2D-Kristallen ergeben sich
daraus interessante neue Ansätze, um die Orientierung von PR im Hexamer genauer
zu untersuchen.

Die durchgeführten IR- und VIS-Messungen haben des weiteren eine differenziertes
Bild vom PR Photozyklus gezeichnet. Der Einfluss des pH-Werts kann und darf nicht
außer acht gelassen werden. PR zeigt ein grundsätzlich verschiedenes Verhalten für
verschiedene pH Bereiche. Der gut verstandene Photozyklus bei pH 9,0 kann sowohl
kinetisch kontrolliert bei Raumtemperatur, als auch unter thermodynamisch domi-
nierten Bedingungen in den Tieftemperatur Messungen beobachtet werden. Die Spek-
tren zeigen eine korrekte all-trans zu 13-cis Isomerisierung und im weiteren Verlauf
des Photozyklus ist das M Intermediat mit der Beteiligung von Asp97 klar charakteri-
siert. Auch die möglicherweise an der Reprotonierung des Chromophors beteiligten
Asp und Glu Seitenketten und die typischen Amid I und II Beiträge der späten Inter-
mediate sind vollständig vorhanden.

Dennoch können die verschiedenen Intermediate in den Tieftemperaturspektren zwi-
schen 77 und 257 K nur in einem Gleichgewicht beobachtet werden. Ein einzelnes In-
termediat (mit Ausnahme des K-Intermediats) kann nicht isoliert werden, sondern es
wandelt sich immer mit einer endlichen Zeitkonstante in ein anderes um. Die vorhan-
denen Gleichgewichtsreaktionen und damit verbunden das Netzwerk aus Aminosäu-
ren und Wasserclustern, dass zuständig ist für den Protonentransport, sind zudem ex-
trem pH-abhängig. Schon eine Veränderung des pH-Werts um eine halbe pH-Einheit
bringt das System aus dem Gleichgewicht. Die Spektren bei pH 8,5 (5,5) zeigen ver-
änderte Energiebarrieren im Photozyklus, die am Auftauchen eine K/L-Intermediats
bereits bei 77 K sichtbar werden. Außerdem fallen die für den aktiven Transport essen-
tiellen Strukturänderung des Proteins geringer aus. Allerdings sorgt eine Absenkung
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Abb. 5.29: Mechanismus für den Protonentransport über die Membran. Drei große pH-
Bereiche kennzeichnen die Funktion von PR: pH 5,1, pH 5,5 bis pH 8,5 und pH 9,0

des pH-Werts auf 5,1 wieder für Spektren, die dem Photozyklus bei pH 9,0 ähneln.
Erwartungsgemäß ist das prominente 1555 cm−1 Signal für Asp-97 abwesend, da der
pKa-Wert dieser Schlüsselaminosäure zwischen 7 und 8 liegt, allerdings wird im Spek-
trum für das M-Intermediat bei pH 5,1 klar ersichtlich, dass eine andere Aminosäure
diese Funktion übernimmt. Das Signal bei 1728 cm−1 lässt sich bisher am wahrschein-
lichsten Glu108 zuordnen. Das Vorliegen eines M-Intermediats bei saurem pH wird
untermauert durch die parallel zu den IR-Spektren aufgenommenen Vis-Spektren.
Die Kombination der beiden Differenzspektren zeigt, dass in dem Gleichgewichtss-
pektrum ganz klar ein M-Intermediat vorkommt. Entgegen bisherigen Untersuchun-
gen existiert somit dieses entscheidende Intermediat auch im sauren, allerdings lässt
es sich nur durch die thermodynamisch kontrollierten Meßbedingungen bei tiefen
Temperaturen nachweisen.

Damit muss aber auch die Frage nach dem aktiven Protonentransport bei saurem pH
positiv beantwortet werden. Die Spektren zeigen, dass ein Protonentransport bei pH
5,1 möglich ist. Vor allem die Spektren in Molybdatpuffer sind ein Beweis für eine mit
dem M-Intermediat verbundene pH-Änderung in der Proteinumgebung. Vor allem
kann bei Verwendung dieses Puffers ein pH-Wert von 5.0 sehr gut eingestellt werden
und das Puffersystem funktionert hier - im Gegensatz zu Phosphatpuffer - sehr gut.
Damit lässt sich, zusätzlich zu den ohnehin durchgeführten Kontrollen des pH-Werts
über die Vis-Spektren, der pH-Wert sicher bestimmen. Ob sich dabei allerdings die
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Pumprichtung umdreht, lässt sich nicht abschließend beantworten. Ein Indiz für die
Umkehr der Pumprichtung ist allerdings die Rolle von Glu108 als neuer Protonenak-
zeptor. Glu108 dient bei pH 9,0 als Donor und übernimmt nun die Rolle des Akzep-
tors, zusammen mit der Position dieser Aminosäure oberhalb des Retinals unterstüt-
zen die hier gezeigten Daten die Erkenntnisse aus den Photostrommessungen.[22, 29]
Interessanterweise sorgt auch im sauren pH-Bereich eine kleine pH-Änderung auf 5,5
für eine deutlich Veränderung des Photozyklus. Das Spektrum der späten Intermedia-
te enthält keine ausgeprägten Amid II Differenzbanden, die das Öffnen des Proteins
begleiten müssten. Auch bei den Asp/Glu Differenzsignalen fehlt die negative Bande
für die Deprotonierung des Protonendonors.

Damit lässt sich abschließend ein vereinfachter Mechanismus für das pH-abhängige
Verhalten von PR nach der Isomerisierung des Chromophors postulieren (vgl. Abbil-
dung 5.29. Ein aktiver Protonentransport findet um pH 9,0 und pH 5,1 statt, allerdings
wahrscheinlich in verschiedene Richtungen. Zwischen pH 8,5 und 5,5 ist der Photo-
zyklus gestört und die großräumigen Helixbewegungen für die Öffnung des Proteins
zur extrazellulären Seite bzw. dem Cytoplasma sind nicht mehr ausgeprägt. Damit
findet kein gerichteter Transport mehr statt. Interessant ist, dass die pH-Abhänigkeit
keinem 2-Zustands-Modell, mit einem gut definierten Übergang zwischen zwei ver-
schiedenen Pumnpmechanismen folgt. Es gibt keinen scharfen Übergang zwischen
den Zuständen, wie man es für ein System erwarten würde, dass primär durch den
pKa-Wert des Protonenakzeptors Asp97 geprägt ist. In Übereinstimmung mit den Er-
kenntnissen über die Rolle des His75 im PR und eines vergleichbaren Restes in XR
lässt sich damit vermuten, dass der PR Photozyklus zusätzlich zumindest vom pKa-
Wert dieses Histidins beeinflusst wird.
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5.2 Käfig-CO2 und RuBisCO

5.2.1 Nitrophenylessigsäure als Käfig-CO2

Carboxylierungsreaktionen sind von so herausragender Bedeutung in der biologi-
schen Energiewandlung, der CO2-Fixierung zur Bekämpfung des Treibhauseffekts
oder industriellen Prozessen, dass sie auf vielfältige Weise untersucht werden. Vor
allem in biologischen Systemen erweist sich das jedoch als eine Herausforderung. Vor
allem die Präsenz von CO2 in der Umgebungsluft erschwert die Kontrolle der Stu-
dienbedingungen. Generell sorgt CO2 als gasförmiges Substrat für vielfältige Schwie-
rigkeiten. Um in Lösung zu arbeiten, muss die Konzentration an gelöstem CO2(aq)

sorgfältig kontrolliert werden, allerdings ist durch das Gleichgewicht zwischen CO2

und Kohlensäure eine dauerhaft hohe Konzentration des Substrats schwer zu errei-
chen.

Um reproduzierbare spektroskopische Untersuchungen von Carboxylierungsreaktio-
nen durchzuführen, ist es notwendig, CO2 mit präziser Konzentration und nur zu
einem genau definierten Zeitpunkt freizusetzen. Zusätzlich muss eine spektroskopi-
sche Methode verwendet werden, die den eindeutigen Nachweis von CO2 auch in
kleinen Konzentrationen erbringen kann und eine Quantifizierung der freigesetzten
Menge erlaubt. Als ideale Methode bietet sich die IR-Spektroskopie in Kombination
mit einer Käfigverbindung für die Freisetzung des CO2 an. Bisher wurde eine sol-
che Methode noch nicht angewandt, daher müssen zuerst grundsätzliche Fragen zu
geeigneten Käfigverbindungen und der Freisetzung von CO2 in Lösung beantwortet
werden. Die wichtigsten Quellen für Probleme und Fehlinterpretationen sind folgen-
de Punkte:

• Abnahme der CO2(aq)-Konzentration durch Hydratisierung und Umwandlung
in Hydrogencarbonat

• pH-Abhängigkeit der Hydratisierung und das Verhalten der Proben bei physio-
logischem pH-Wert (pH 7,5)

• Verwendung der CO2-Bande als Marker für Enzymreaktionen
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• Differenzbanden des Käfigs, die im Spektrum sichtbar sind, müssen aus dem
Spektrum korrigierbar sein um darunter liegende Banden zu identifizieren

• Nebenreaktionen mit den verwendeten Puffern

• Carbamatbildung in einfachen Reaktionen ohne die Enzymumgebung

• unspezifische Reaktion von Proteinen mit CO2

Erst wenn alle diese Punkte geklärt sind, ist es sinnvoll, ein komplexes Problem wie
die Aktivierung von RuBisCO mit dieser Methode zu untersuchen.

5.2.1.1 Kurzzeit-IR-Spektroskopie

Eine mögliche Käfigverbindung zur Freisetzung von CO2 beruht auf dem Prinzip der
Nitrophenylkäfige, die sich bereits für andere Substrate etabliert haben. Demnach ist
Nitrophenylessigsäure die einfachste Käfig-CO2-Verbindung, die nach diesem Muster
denkbar ist. Die Photochemie dieser Verbindung ist bereits gut verstanden und lässt
sich für die drei Isomere (ortho-, meta- und para-Nitrophenylessigsäure) in verschie-
dene Reaktionspfade unterteilen.[103] Generell gilt, dass die Freisetzung von CO2 nur
aus der deprotonierten Form, dem Nitrophenylacetation (NPAA) erfolgen kann. Da-
her ist die Steuerung des pH-Werts und damit des Anteils des Anions in den Proben
für die Reaktionskontrolle wichtig.

Um die Käfigverbindung sinnvoll einsetzen zu können, ist neben der Quantenaus-
beute auch die Zeitkonstante für die Freisetzung von CO2 essentiell. Es muss sicher-
gestellt sein, dass bei der Beobachtung der Carboxylierungsreaktionen keine zusätz-
liche Kinetik durch die fortgesetzte Bildung von Kohlenstoffdioxid eine Rolle spielt,
dass also die Freisetzung von CO2 nicht zum geschwindigkeitsbestimmenden Schritt
der Gesamtreaktion werden kann.

Die Rapid-Scan Technik ist allerdings zu langsam, um die Freisetzung des CO2 zu be-
obachten. Daher wurden in einer Kooperation mit dem Arbeitskreis Wachtveitl (Uni-
versität Frankfurt) von K. Neumann und M.-K. Verhoefen Ultra-Kurzzeitmessungen
zur NPAA Photolyse durchgeführt.

Dort wurde mit Hilfe von Femtosekunden UV-Pump-IR-Probe-Spektroskopie die
Photoreaktion von o-, m- und p-NPAA in 100 mM Phosphatpuffer bei pH 8,5 ver-
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Abb. 5.30: Reaktionsgleichung für die Freisetzung von CO2 aus Nitrophenylacetat nach [103].
Während m- und p-NPAA einem geradliniegen Reaktionspfad folgen, ist die Reaktion für o-
NPAA etwas komplizierter.

folgt. Ein ähnliches Experiment mit anderem Anregunslicht wurde anschaulich in
[58] beschrieben. Für die in den Abbildungen gezeigten Spektren wurden die Pro-
ben bei 290 nm mit 750 nJ Pulsenergie angeregt. Das Signal des freigesetzten CO2

wird bei 2343 cm−1 beobachtet. Zusätzlich wird das Spektrum durch weitere Effekte,
wie eine 2-Photonen-Absorption des CaF2-Küvettenfensters und das Lösungsmittel
beeinflusst. Durch Messungen unter identischen Bedingungen ohne die Käfigverbin-
dungen können diese Signale aber durch die Subtraktion des Pufferspektrums vom
NPAA-Spektrum korrigiert werden.

Die Kinetik der m-NPAA Photolyse wurde über den gesamten Wellenzahlenbereich
bei mit Hilfe eines globalen Fit mit 3 oder 4 Zeitkonstanten angepasst. Die Ergeb-
nisse des Fits werden in Abbildung 5.32 bei 2343 cm−1 gezeigt. Allerdings beschrei-
ben erst vier Zeitkonstanten die Daten mit ausreichender Genauigkeit. Die Haupt-
komponente ist in beiden Fällen eine 200 ps Zeitkonstante, die der Bildung von CO2

entspricht. Die Zeit t4=unendlich wird zur Beschreibung des am Ende übrigbleiben-
den Differenzspektrums benötigt. Die sehr kurze Zeitkonstante beschreibt den im
2D-Spektrum gut zu erkennenden positiven Beitrag über einen breiten Wellenzahlen-
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Abb. 5.31: Das korrigierte Spektrum für die Photolyse von m-NPAA. Die Beiträge vom Lö-
sungsmittel und den CaF2-Fenstern wurden bereits abgezogen. Klar erkennbar ist das auftau-
chende CO2(aq)-Signal bei 2343 cm−1 vgl. Abbildung 5.32 und der angeregte Zustand (Quelle:
K. Neumann).

bereich und entspricht wahrscheinlich dem Zerfall des elektronisch angeregten Zu-
stands. Details dieses extrem schnellen Prozesses können nur durch eine Messung
im sichtbaren Spektralbereich aufgeklärt werden. Der Unterschied zwischen dem 3-
bzw. 4-Zeiten-Modell bildet eine Komponente mit 3.7 ps, die ebenfalls zum Entstehen

Abb. 5.32: Zeitaufgelöstes Signal bei 2343 cm−1 aus den 2D-Daten aus 5.31 und der globale Fit
der Daten mit drei und vier Zeitkonstanten (Quelle: K.Neumann).
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der CO2-Bande beiträgt. Die zwei Zeiten für die CO2-Bildung lassen sich entweder
als einen bi-exponentiellen Zerfall aus dem angeregten Zustand der Freisetzung be-
schreiben oder durch eine Freisetzung aus dem angeregten Zustand für die 3.7 ps Zeit
und eine aus dem Grundzustand für die 200 ps Zeit durch Schwingungsprädissozia-
tion. Die zweite Interpretation ist wahrscheinlich, da 200 ps bereits relativ lang sind,
um einen einfachen Bindungsbruch zu beschreiben.

Damit bleibt die Erkenntnis, dass die Bildung des CO2 für m-NPAA innerhalb von
2 ns vollständig abgeschlossen ist. Die anderen beiden Isomere, o- und p-NPAA, wur-
den ebenfalls untersucht: während p-NPAA eine vergleichbare Kinetik aufweist, zeigt
o-NPAA ein völlig anderes Verhalten. Zwar wird auch eine kleine Menge CO2 mit
derselben Zeitkonstante wie bei m-/p-NPAA freigesetzt, allerdings bleibt ein Großteil
des CO2 weiterhin gebunden. Wie auch schon der vorgestellte Mechanismus zeigt,
dauert die Freisetzung von CO2 auf dem Hauptweg bei o-NPAA deutlich länger. Nur
ein kleiner Anteil der o-NPAA-Moleküle spaltet schnell (ca. 200 ps) CO2 ab. Zusätzlich
kann durch die Anregung auch nur eine Deprotonierung von o-NPAA stattfinden.

Tab. 5.4: CO2-Freisetzung für o-, m-, p-NPAA nach Daten von K. Neumann und M.-K. Verho-
efen und [103]

Isomer Quantenausbeute Zeitkonstante
[ps]

m-NPAA 0,63 200

p-NPAA 0,59 200

o-NPAA 0,04 200

5.2.1.2 Freisetzung von CO2 und die pH-abhängige Hydrolyse

Mit den bisher bekannten Fakten lässt sich somit sicher vorhersagen, dass die Frei-
setzung des Substrat aus NPAA nach der Anregung sehr viel schneller verläuft, als
es die Rapid-Scan IR-Spektroskopie aufzulösen vermag, die in den nachfolgenden
Experimenten zur Anwendung kommt. Damit sind alle beobachteten Kinetiken un-
abhängig von der Photolyse des Käfigs, da im Rahmen der Fehlergrenzen die Frei-
setzung instantan erfolgt. Zusätzlich können die IR-Differenzbanden, die durch den
Bindungsbruch in der Käfigverbindung entstehen, aus den späteren transienten Spek-
tren herausgerechnet werden. Diese stammen vom CO2 in der Lösung und dem Käfig,
Nitrotoluol, in der Probe.
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Sowohl der Mechanismus als auch die Ultra-Kurzzeitmessungen lassen erkennen,
dass das ortho-Isomer kein geeigneter Kandidat für ein Käfig-CO2 ist. Auch die IR-
Messungen auf längeren Zeitskalen (ms bis s) bestätigen diese Erkenntnis. Daher wer-
den im folgen nur das para- und meta-Isomer verwendet. Im Gegensatz zu den Kurz-
zeitmessungen wird für Rapid-Scan-Messungen ein Excimerlaser mit einer Anregung
bei 308 nm verwendet.

Abb. 5.33: Absorptionsspektrum von mNPAA (Basislinien korrigiert). Die Linie zeigt die Po-
sition der Anregung durch den Excimer-Laser.

Dadurch wird nicht länger im Maximum der UV-Absorptionsbande des Käfigs an-
geregt. Die an der Flanke absorbierte Energie ist zwar ausreichend, um die Photoly-
se eines Teil der Käfigverbindung zu erreichen, allerdings nicht mehr als zu ∼ 50%
. Um diesen Effekt auszugleichen, wurde das Käfig-CO2 in höheren Konzentratio-
nen eingesetzt als stöchiometrisch nötig. Wie bereits zu Anfang erwähnt, sind im
IR-Differenzspektrum die Banden des Käfigs ein konstanter Faktor. Ihre Lage wur-
de daher in einem einfachen Experiment charakterisiert, das gleichzeitig eindrucks-
voll die Funktionsweise des Käfigs aufzeigt. In Abbildung 5.34 sind die Käfigdunkel-
Käfigphotolysiert Differenzspektren für m- und p-NPAA gezeigt. Die Proben wurden
ohne zusätzlichen Puffer in Wasser hergestellt. Der pH-Wert wurde mit Natronlau-
ge so eingestellt, dass die deprotonierte Form von Nitrophenylessigsäure, das Ni-
trophenylacetatanion, vorlag (pKa=4.04 für p-NPAA nach [104, 105]). Da außer dem
Käfig-CO2 keine andere pH-sensitive Gruppe in der Probe anwesend ist, können die
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Differenzbanden nur von der gebrochenen C-C Bindung stammen und vom neu ent-
stehenden Kohlendioxid. Während CO2(g) eine definierte Doppelbande ausbildet, ist
CO2(aq) durch eine einzelne Bande bei 2343 cm−1 charakterisiert.

Abb. 5.34: IR-Differenzspektren für m- und p-NPAA nach der Photolyse der Verbindung
durch eine Anregung bei 308 nm (1 Blitz, 512 gemittelte Spektren). Die Proben wurden mit
NaOH neutralisiert und ohne eine Pufferung verwendet. Das CO2(aq)-Signal bei 2343 cm−1

ist gut erkennbar. Die negativen Banden stammen vom Acetat.

Im Differenzspektrum ist ganz deutlich die Freisetzung von CO2 durch die positive
Bande bei 2343 cm−1 zu erkennen. Das CO2 aus der Atmosphäre ist durch die Diffe-
renzbildung nicht im Spektrum sichtbar und würde sich bei einer ungleichmäßigen
Spülung des Spektrometers während der Hintergrund- bzw. Probenmessung in zwei
Banden rechts und links vom gelösten CO2 zeigen. Die Banden bei (-)1566, 1529, 1385
und 1357 cm−1 für m-NPAA und bei (-)1566, 1519, 1385 und 1357 cm−1 für p-NPAA
stammen von der -COO− Gruppe des Acetats und dem Nitrosubstituenten am Ring.
Die Acetatgruppe wird durch die Photolyse abgespalten. Die negativen Banden bei
1566 und 1519/1529 cm−1stammen von den antisymmetrischen Streckschwingungen
der Carboxylat- und Nitrogruppe. Die beiden weiteren negativen Banden bei 1385
und 1357 cm−1 gehören zu den entsprechenden symmetrischen Streckschwingungen
der Carboxylat- und Nitrogruppe des Käfig-CO2.[106, 107] Neben der Zuordnung der
Banden benötigt vor allem der kinetische Aspekt dieser Reaktion eine genauere Be-
trachtung. Aus den Kurzzeitmessungen ist bekannt, dass im ersten Spektrum nach
der Photolyse durch den Laser bereits alle lichtinduzierten Reaktionen des Käfigmo-
leküls inklusive der Freisetzung von CO2 abgeschlossen sein sollten.



102 5 Ergebnisse und Diskussion

Abb. 5.35: Zeitabhängige Absorptionsänderung für m- und p-NPAA. Die Proben wurden mit
Natronlauge neutralisiert, so dass nahezu vollständig das Acetat in Lösung vorlag. In der
zeitlichen Abfolge der Differenzspektren sieht man klar das Verschwinden der CO2-Bande
durch die Hydratisierung des gelösten CO2, während die Carboxylatbanden konstant bleiben.
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In Abbildung 5.35 ist klar ersichtlich, dass zum einen die negativen Banden der Car-
boxylgruppen statisch sind. Zum anderen ist die Konzentration des gelösten CO2

in der Probe nicht konstant. Mit fortschreitender Zeit verschwindet die Bande bei
2343 cm−1 des gelösten CO2 durch die Reaktion mit dem Wasser und die Bildung von
Hydrogencarbonat. Das Hydrogencarbonat wird in den Spektren durch extrem breite
Banden zwischen 1200 und 1500 cm−1 und 1600 und 1700 cm−1 als Veränderung der
Basislinie sichtbar.[108] Man muss sich daher beim Einsatz des Käfig-CO2 bewusst
machen, dass es in wäßrigen Lösungen immer eine Konkurrenzreaktion durch die
Hydrolyse des CO2 gibt. Da in Untersuchungen von Proteinen fast ausschließlich bei
pH-Werten um 7-8 gemessen wird, muss man die Gleichgewichtskonstante der Hy-
drolyse in diesem pH-Bereich beachten.

H2O + CO2 ↔ H+ + HCO−3 (5.1)

Dieses Gleichgewicht wird sowohl durch die Konzentration des gelösten CO2 und
damit durch die Temperatur, als auch durch die Salzkonzentration und den pH-Wert
beeinflusst.[109, 110, 111] Die Gleichgewichtskonstante der Reaktion ergibt sich aus
den Konzentrationen der Reaktionspartner.

K1 =
[H+][HCO−3 ]

[CO2] + [H2CO3]
(5.2)

≈
[H+][HCO−3 ]

[CO2]
(5.3)

Aus der Gleichgewichtskonstante wird ersichtlich, dass vorallem der pH-Wert die La-
ge des Gleichgewichts entscheidend beeinflusst. Im sauren bis neutralen pH-Bereich
liegt das Gleichgewicht nicht vollständig auf Seiten des Hydrogencarbonats. Es ver-
bleibt stets ein Teil des CO2 in Lösung. Die Henrykonstante für CO2 bei Standard-
bedingungen beträgt kH = 3.4 ∗ 10−2 mol

l∗atm . Bei RT und normalen atmosphärischen
Bedingungen lösen sich etwa 5 mg

l des Gases in Wasser. Natürlich sorgt die Hydrolyse
des CO2 dafür, dass neben dem gelösten CO2 auch Hydrogencarbonat und Carbonat
im Wasser vorhanden sind. Teile der Enzymmessungen wurden bei 5 °C durchge-
führt und unter diesen Bedingungen löst sich mehr CO2 im Puffer. Für die Gleichge-
wichtskonstante K ergibt sich ein Unterschied im Bereich x1.5 für Messungen unter
Standardbedingungen oder bei 5 °C (KRT = 4.45 ∗ 107 und K5C = 3.04 ∗ 107).[110] Da
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die Proben bei Raumtemperatur präpariert werden und mit Öl versiegelt sind, ist die
bessere Löslichkeit von CO2 bei niedrigen Temperaturen für die Menge an freisetzba-
ren CO2 aus der Käfigverbindung relevant. Da es sich um ein gasförmiges Substrat
handelt, muss die komplette Menge des freigesetzten CO2 in Lösung gehen, um die
Bildung von Gasblasen zu verhindern.

Abb. 5.36: Transienten der CO2-Bande bei 2343 cm−1 in 100 mM Phosphatpuffer bei pH 6.0
und 7,5. Der Einfluss des pH-Werts auf die Hydrolyse von CO2 zeigt sich in dem langsamen
Verschwinden der CO2-Population bei leicht alkalischem pH.

Der Einfluss des pH-Werts auf die CO2-Konzentration wird auch aus Abbildung 5.36
gut ersichtlich. Die beiden gezeigten Transienten bei 2343 cm−1 sind bei 5 °C in
100 mM Phosphatpuffer mit einer Käfig-CO2-Konzentration von 20 mM aufgenom-
men worden. Im ersten Abschnitt bis ca. 10 s ist die Konzentration bei beiden Proben
noch nahezu konstant, allerdings geht bei pH 7,5 ein größerer Teil des freigesetzten
CO2 in Lösung. Dennoch ist die CO2-KOnzentration selbst bei pH 7,5 über einen län-
geren Zeitraum relativ hoch und es bleibt stets ein Prozentsatz des CO2(aq) in Lösung.
Aus den bisherigen Betrachtungen wird daher deutlich, dass die Gleichgewichtslage
zwischen gelöstem CO2 und Hydrogencarbonat eine wichtige Rolle spielt. Dennoch
ist die unkatalysierte Gleichgewichtseinstellung im Vergleich zur enzymkatalysierten
Reaktion relativ langsam. Gerade auf kurzen Zeitskalen bis 10 Sekunden ist eine aus-
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reichend hohe CO2-Konzentration unter physiologischen Bedingungen gegeben, um
die Reaktion eines Proteins mit dem CO2-Substrat zu beobachten.

Ein generelles Problem bei Messungen mit dem Käfig-CO2 ist die bereits erwähn-
te Tatsache, dass bei hohen Konzentrationen so viel CO2 entsteht, dass sich in der
Probe kleine Gasblasen bilden, die bereits mit bloßem Auge zu erkennen sind.
In den IR-Spektren äußert sich das durch Basisliniensprünge und eine Verände-
rung der Bandenform. Um die Blasenbildung zu vermeiden, können nur Käfig-CO2-
Konzentrationen von bis zu 20 mM verläßlich eingesetzt werden. Zusätzlich werden
die Proben bei RT präpariert und dann mit Öl versiegelt, um einen Gasaustausch zu
unterdrücken. Erst in der versiegelten Form werden die Proben im Probenhalter auf
5 °C heruntergekühlt. Dadurch kann ebenfalls mehr CO2 aus der Käfigverbindung in
der Probe gelöst werden.

5.2.1.3 Katalysierte Hydratisierung von CO2

Der nächste Schritt bei der Charakterisierung der Käfigverbindung ist die Überprü-
fung, ob sich die CO2-Bande als Marker für Enzymreaktionen einsetzten lässt. Durch
die Hydrolyse des Substrats und dessen Empfindlichkeit gegenüber Temperatur, Salz-
konzentration und pH-Wert ist es sinnvoll, eine Enzymreaktion stets mit der reinen
Freisetzung des CO2 unter ansonsten identischen Bedingungen zu vergleichen. Ei-
ne einfache Enzymreaktion mit CO2 ist die Beschleunigung der CO2-Hydratisierung
durch das Enzym Carboanhydrase. Dieses Enzym beeinflusst somit ausschließlich die
ansonsten spontan stattfindende Hydratisierung und beschleunigt diese bis zur Ein-
stellung des Gleichgewichts erheblich. In den IR-Spektren wird daher durch die Ver-
wendung von katalytischen Mengen (<1 µM /ml) die Lage der Differenzbanden nicht
beeinflusst. Die Wirkung der Carboanhydrase beschränkt sich auf eine Beschleuni-
gung der CO2-Hydratisierung und damit in einer veränderten Kinetik bei 2343 cm−1.

Dieser Einfluss der Carboanhydrase auf die Hydrolyse von CO2 wird an Hand der
Transienten in Abbildung 5.37 deutlich. Die beiden Proben unterscheiden sich nur in
der Anwesenheit von katalytischen Mengen von Carboanhydrase. Dies reicht bereits
aus, um die Hydrolyse um den Faktor 10 zu beschleunigen. Ohne Zweifel dient die
CO2-Bande hier als Marker für die Enzymaktivität und kann zur Beobachtung der
Carboanhydrase verwendet werden. Damit ist auch klar, dass Enzymreaktionen, die
CO2 verbrauchen, durch die Kombination aus Rapid-Scan-Datenaufnahme und der
definierten Freisetzung von CO2 beobachtbar werden.
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Abb. 5.37: Vergleich der Transienten bei 2343 cm−1für Käfig-CO2 mit und ohne Carboanhy-
drase (ca. 1 mg/ml) in 100 mM HEPES bei pH 7,5. Die Zugabe des Enzyms beschleunigt die
Hydrolyse etwa um den Faktor 10.

5.2.1.4 Doppeldifferenzspektren und pufferabhängige Banden

Ein weiterer Aspekt der Funktionalität des Käfig-CO2 ist die Frage, ob die ausgepräg-
ten negativen Differenzbanden des Käfigs tatsächlich vollständig aus den Differenz-
spektren entfernt werden können. Dies wird nötig, da im Bereich zwischen 1200 und
1600 cm−1 eine Vielzahl von Aminosäureseitenketten charakteristische Absorptionen
haben. Um die Funktion eines Enzyms aufzuklären, müssen an der Reaktion beteilig-
te Aminosäuren identifiziert werden, die allerdings durch die Käfigbanden überlagert
werden können. Um tatsächlich ausschließlich die Reaktion des CO2 mit dem Enzym
zu beobachten, wird daher ein Doppeldifferenzspektrum gebildet. Dadurch werden
statische Banden aus dem Spektrum entfernt und kleine Änderungen unter den ne-
gativen Käfigbanden werden sichtbar.

Da die Beobachtung der Aktivierung von RuBisCO Puffersysteme ohne Phosphat er-
fordert, kann es zusätzlich zur Hydratisierung von CO2 auch noch zu einer Reaktion
mit den tertiären Aminogruppen des als Ersatz für Phosphat verwendedten Puffers
kommen.



5.2 Käfig-CO2 und RuBisCO 107

Abb. 5.38: Differenzspektren ca. 1 s nach der Photolyse mit 512 Mittlungen bei pH 7,5 in
100 mM HEPES bzw. Phosphatpuffer. Der Inset zeigt das Doppeldifferenzspektrum der bei-
den Messungen.

Um dergestalte Nebenreaktionen auszuschließen und um das Konzept der Doppel-
differenzbildung zu veranschaulichen, wurden Differenzspektren bei pH 7,5 in Phos-
phatpuffer und HEPES aufgenommen (vgl. 5.38. HEPES ist ein Puffer, der eine ter-
tiäre Aminogruppe enthält und daher möglicherweise mit CO2 reagiert. Es soll für
die RuBisCO-Studien verwendet werden. Da die Bande bei 1566 cm−1 von der Car-
boxylatgruppe vor der Photolyse stammt und nicht (wie die CO2-Bande) durch Hy-
drolyse oder ähnliche Folgereaktionen beeinflusst wird, werden die Spektren auf die-
se Differenzbande normiert. Aus diesen beiden Spektren wird dann das Doppeldiffe-
renzspektrum gebildet. In dem Inset in 5.38 ist gut zu erkennen, dass die Banden des
Käfigs sich tatsächlich aufheben und somit eine Konstante im Spektrum bilden.

Damit sind die wichtigsten Fragen zur Funktionalität des Käfig-CO2 zufriedenstel-
lend beantwortet. CO2 wird schnell und in ausreichender Konzentration freigesetzt.
Die CO2-Bande kann tatsächlich als Marker für Enzymreaktionen dienen. Auch der
Rest des Spektralbereichs lässt sich durch Doppeldifferenzbildung mit einer Referenz
von den störenden Carboxylatbanden befreien.
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5.2.2 In situ Carbamatbildung

5.2.2.1 Reaktion von CO2 mit Diethylethanolamin

Ziel der Experimente mit Käfig-CO2 ist es, die Aktivierung von RuBisCO durch Bil-
dung eines Lysincarbamats zu beobachten. Bevor allerdings der Käfig zusammen mit
einem komplexen Protein verwendet wird, ist es sinnvoll die Carbamatbildung an
einem kleinen Testsystem zu beobachten. Eine einfache chemische Reaktion ist die
Reaktion von CO2 mit einem substituierten Amin.

RNH2 + CO2 ↔ RN+H2COO− (5.4)

RN+H2COO− + B ↔ RNHCOO− + BH+ (5.5)

Die Reaktion verläuft über einen zwitterionischen Zwischenschritt, auf den die De-
protonierung durch eine Base folgt. Im Falle eines tertiären Amins bleibt die Reaktion
im Stadium des Zwitterions stehen, da kein weiteres Proton abstrahiert werden kann.
Dergestaltige Prozesse werden in der Industrie häufig für die CO2-Filterung aus Ab-
gasströmen verwendet.[112] Die Reaktionsgeschwindigkeit für die Carbamatbildung
sinkt in der Reihenfolge primäres Amin > sekundäres Amin > tertiäres Amin. Da erst
die Reaktion des tertiären Amins zum Zwitterion genügend langsam ist (ms bis s
nach [112]), um im Rapid-Scan-IR beobachtet zu werden, wurde Diethylethanolamin
als Reaktand ausgewählt.

Diethylethanolamin (DEA) ist eine flüssige Substanz, die direkt mit dem Käfig-CO2

enthaltenden Puffer vermischt werden kann. Allerdings ist die Kontrolle des pH-Wert
durch die relativ hohe Konzentration des Amins von 25% auch bei einer 200 mM Puf-
ferkonzentration (Phosphatpuffer) schwierig. Da es in dem Experiment allerdings nur
darum geht, Banden zu identifizieren, die neben den Käfig-CO2-Differenzbanden ent-
stehen, ist der eigentliche pH-Wert der Lösung nicht entscheidend. In Abbildung 5.39
sind die Differenzspektren 12 und 24 ms nach der Photolyse gezeigt (1. und 2. Spek-
trum nach der Anregung). Die CO2-Bande ist nach 12 ms bereits deutlich weniger
ausgeprägt, als in den reinen Käfig-CO2-Spektren und verschwindet im 2. Spektrum
nach der Anregung fast vollständig. Neben den erwarteten Banden für das Carboxylat
sind noch zwei weitere ausgeprägte Banden zu erkennen. Die Bande bei 1304 cm−1 ist
in den Spektren ohne DEA nicht vorhanden und entspricht der N-C-Schwingung des
Zwitterions. Trotz der Verwendung eines tertiären Amins ist die Reaktion so schnell,
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Abb. 5.39: Differenzspektren 12 und 24 ms nach Photolyse des Käfigs in 200 mM Phosphat-
puffer pH 7,5 mit DEA. Neben den Banden durch die Photolyse des Käfigs taucht eine cha-
rakteristische Bande des Zwitterions bei 1304 cm−1auf.

dass sie die Grenzen der Zeitauflösung der Methode erreicht. Es ist zwar eine kleine
Intensitätszunahme bei 1304 cm−1 zu beobachten, die mit der Abnahme der CO2-
Bande einhergeht, allerdings ist aus nur zwei Differenzspektren keine Kinetik ableit-
bar. Die Basislinienverschiebung zwischen 1400 und 1700 cm−1 deutet zudem auf eine
konkurrierende Hydrolyse des CO2 hin, die sich in einer breiten Hydrogencarbonat-
bande äußert.

Es lässt sich dennoch sagen, dass die Carbamatbildung mit dem tertiären Amin ge-
lingt und durch die Differenzbanden und den Einluss auf die CO2-Bande sichtbar
wird. Die Position der Bande bei 1304 cm−1ist allerdings für das Lysincarbamat in
RuBisCO wenig aussagekräftig, da die Reaktion mit DEA nicht vom Zwitterion zum
Carbamat fortschreitet und die Bindungseigenschaften der NC-Bindung damit stark
abweichen. Dies beeinflusst die Position und Intensität der Carbamatbande.

5.2.2.2 Reaktion von CO2 mit poly-Lysin

Um sich der Reaktion im aktiven Zentrum von RuBisCO anzunähern, wurde als
nächster Schritt die Reaktion von einem Peptid aus ausschließlich Lysinen mit dem
freigesetzten CO2 beobachtet. In RuBisCO wird das Gleichgewicht der Carbamatbil-
dung durch die Bindungstasche beeinflusst, allerdings sollte auch in einem reinen
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poly-Lysin genügend Lysincarbamat gebildet werden, um die typischen Differenz-
banden zu erkennen.
Im Gegensatz zum DEA-Modellsystem wird das poly-Lysin in Konzentrationen ver-
wendet, die denen der späteren Enyzmkonzentration ähneln (20 mg/ml).

Abb. 5.40: Doppeldifferenzspektren St2−t8-St1 nach Photolyse des Käfigs in 100 mM HEPES
pH 7,5 mit poly-Lysin. Die Spektren wurden im Abstand von 20 s aufgenommen. Neben den
Banden durch die Photolyse des Käfigs taucht eine charakteristische Bande für die Entstehung
des Carbamats bei 1360 cm−1 auf.

Die Doppeldifferenzspektren in Abbildung 5.40 zeigen die zeitliche Entwicklung der
CO2-Bande und der Banden zwischen 1100 und 1800 cm−1 20 bis 120 s nach der Photo-
lyse. Ein Teil der Reaktion des gelösten CO2 mit Lysin ist daher bereits abgeschlossen.
Zusätzlich ist die anfänglich hohe Konzentration an CO2 durch die parallel stattfin-
dende Hydratisierung stark vermindert. Allerdings ist bei 5 °C die Löslichkeit von
CO2 in der Probe höher als bei der Probenpräparation bei Raumtemperatur. Die lang-
sam verschwindende CO2-BAnde und die gleichzeitig deutlicher werdende Bande
bei (+)1360 cm−1 zeigen, dass sich tatsächlich ein Carbamat bildet. Eine fortschreiten-
de Hydratisierung würde durch breite Absorptionsbanden u.a. zwischen 1500 und
1700 cm−1 sichtbar und nicht in einer scharfen Bande bei 1360 cm−1. Erwartungs-
gemäß entsprechen die Differenzbanden durch die Reakton von CO2 mit poly-Lysin
nicht der Reaktion des Substrats mit DEA. Die Reaktion schreitet hier vom Zwitterion
zum deprotonierten Carbamat fort.
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5.2.3 Aktivierung von RuBisCO

Nachdem die Bildung eines Carbamats bzw. des Zwitterionenaddukts von CO2 an
ein tertiäres Amin mit Hilfe der Käfigverbindung und der IR-Spektroskopie nachge-
wiesen werden konnten, soll auch die Aktivierung von RuBisCO untersucht werden.

Abb. 5.41: Ansicht des aktiven Zentrums einer kleinen Untereinheit des RuBisCO-Komplexes.
In rot ist Lys-201 markiert, das CO2 als Carbamat bindet. Blau sind Asp-203 und Glu-204,
die als Liganden für das Mg2+ dienen und in grün ist der Protonenakzeptor/-donor Lys-175
markiert.

Das aktive Zentrum enhält neben dem für die Carbamatbildung zuständigen Lys-201
auch je ein Aspartat und Glutamat, die nach der Ausbildung des Lysincarbamats und
der Koordinierung eines Mg2+ die Koordinationssphäre des Magnesiumions vervoll-
ständigen. Allerdings soll in den Experimenten mit Käfig-CO2 vor allem die Ausbil-
dung des Lysincarbamats verfolgt werden.

Ein zentraler Aspekt der Aktivierung des Enzyms ist die Tatsache, dass eine Reihe von
chemischen Verbindungen wie Phosphat das Enzym inhibieren können. Durch diese
Inhibierung von RuBisCO fällt ein wertvoller und bisher standardgemäß für den IR-
Spektralbereich verwendeter Puffer weg. Stattdessen wird HEPES-Puffer verwendet,
der allerdings 2 tertiäre Aminogruppen enthält. Wie wir aus den Experimenten mit
DEA wissen, kann auch ein tertiäres Amin mit CO2 reagieren. Allerdings wurde be-
reits in Abbildung 5.38 ein Doppeldifferenzspektrum des Käfigs in Phosphat- und
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HEPES-Puffer gezeigt, das keine Banden aufweist, die auf eine Zwitterionbildung
schließen lassen. Bei Konzentrationen von nicht mehr als 100 mM und vermutlich
durch die sterische Hinderung der Amingruppen im HEPES durch ihre Einbindung
in ein Ringsystem findet keine Reaktion des Puffers mit dem gelösten CO2 statt.

5.2.3.1 Die CO2-Bande als Marker für die Aktivierung

Analog zu den Experimenten mit der Carboanhydrase, wurde für die Reaktion von
RuBisCO mit dem gelösten CO2 zuerst der Einfluss auf die Transienten bei 2343 cm−1

beobachtet. Die Messungen wurden in 100 mM HEPES bei pH 7,5 mit 20 mM Käfig-
CO2 durchgeführt.

Abb. 5.42: Transienten bei 2343 cm−1 für Käfig-CO2 (10 mM) mit und ohne ∼ 70 mg/ml Ru-
BisCO in 100 mM HEPES-Puffer pH 7,5. Die gesamte 2D-Darstellung für die zeitaufgelösten
Differenzspektren ist im Inset zu erkennen. Dort werden vor allem die Banden des Käfigs und
die unterschiedliche CO2-Konzentration ersichtlich.
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Der Vergleich der Transienten für Proben mit und ohne RuBisCO in Abbildung 5.42
zeigt ganz deutlich, dass die Anwesenheit von RuBisCO zu einer sofortigen Abnah-
me der CO2-Konzentration führt. Die Bande bei 2343 cm−1 ist nach ca. einer Sekun-
de nahezu vollständig verschwunden. Wie für einen pH-Wert von 7,5 zu erwarten,
bleibt die CO2-Konzentration in der Referenzprobe hoch und nimmt nur langsam
ab. Da das Protein ebenfalls im UV-Bereich absorbiert und die Käfigverbindung auch
durch Wechselwirkungen mit den Aminosäureseitenketten beeinflusst werden könn-
ten, muss man allerding sichergehen, dass auch in der Probe mit RuBisCO tatsächlich
CO2 durch Photolyse entstanden ist. Dazu muss die Information aus den vollständi-
gen zeitabhängigen Differenzspektren zu Rate gezogen werden.

In beiden Proben sind ganz klar die negativen Banden der Carboxylatgruppe bei 1566,
1529, 1385 und 1357 cm−1 zu erkennen. Damit ist klar, dass die Photolyse durch die
Anwesenheit von RuBisCO nicht unterbunden wird. Die Konzentration des Enzyms
ist nicht exakt bestimmbar, wenn allerdings Probenpräperation und Aufkonzentrie-
rung in Betracht gezogen werden, so ergibt sich eine Konzentration von ∼70 mg/ml.
Rubisco hat pro Enzymkomplex mit 560 kDa 16 Untereinheiten, 8 große und 8 klei-
ne, mit jeweils einem aktiven Zentrum. Damit ergibt sich eine Konzentration an akti-
ven Zentren von ∼1 mM. Da das Käfig-CO2 nur an der Flanke angeregt wird, ist es
einleuchtend, dass die Proteinkonzentration hoch genug ist, um das gelöste CO2 voll-
ständig zu binden. Kleinere Unterschiede in der Intensität der Differenzbanden lassen
sich zudem durch Schwankungen in der Schichtdicke erklären. Die Banden des Käfigs
sind auf jeden Fall proportional zur Anfangs freigesetzten CO2 Menge, da für jede ab-
gespaltene Carboxylatgruppe auch ein Molekül CO2 entsteht. Damit lässt sich zeigen,
dass RuBisCO tatsächlich einen Einfluss auf die Konzentration des gelösten CO2 hat.

Ein weiterer Aspekt bei der Dateninterpretation ist die Tatsache, dass RuBisCO selbst
nach der ausführlichen Reinigung noch mit Spuren anderer Proteine aus Spinat ver-
unreinigt sein könnte. Die Experimente mit Carboanhydrase haben gezeigt, dass ka-
talytische Mengen ausreichen, um die Hydrolyse des CO2 entscheidend zu beschleu-
nigen. Sollte die RuBisCO-Probe mit der Spinatcarboanhydrase verunreinigt sein, so
würde auch das zu einem schnellen Verschwinden der CO2-Bande führen. Um die
Verunreinigung der Probe auszuschließen, wurden das Experiment aus 5.42 mit dem
Carboanhydraseinhibitor Acetazolamid durchgeführt.

Dieser inhibiert auch die Carboanhydrase aus Spinat und würde eine katalytische
Beschleunigung der Hydrolyse verhindern.[113, 114] In Abbildung 5.43 ist erneut die
CO2-Kinetik für zwei Proben im Standardpuffer (100 mM HEPES mit 10 mM m-NPAA
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Abb. 5.43: Transienten bei 2343 cm−1 für Proben mit RuBisCO und Carboanhydrase in
100 mM HEPES pH 7,5 mit dem Carboanhydraseinhibitor Acetazolamid. Die rote Linie mar-
kiert den Moment der Photolyse. Die Anwesenheit des Inhibitors verhindert die Arbeit der
Carboanhydrase, aber lässt die Aktivität von RuBisCO weitgehend unbeeinflusst.

bei pH 7,5) gezeigt. Die Proben enthalten entweder RuBisCO oder Carboanhydrase
und sind jeweils mit einem Überschuss an Inhibitor versetzt. Während die Carbo-
anhydrasemessung ohne Inhibitor eine schnelle Hydrolyse zeigt (vgl. 5.37), wird ih-
re Katalyse jetzt durch den Inhibitor unterbunden und die CO2-Konzentration bleibt
über den beobachteten Zeitraum nahezu konstant. Die Aktivität von RuBisCO wird
allerdings durch die Anwesenheit des Inhibitors nicht unterbunden. Zum Vergleich
ist zudem die Transiente bei 2343 cm−1 für RuBisCO ohne den Inhibitor gezeigt. Das
deutlich größere Rauschen erklärt sich aus der geringeren Intensität der Differenz-
bande. Fest steht, dass das Enzym weiterhin CO2 verbraucht, allerdings ist aus der
Kinetik noch nicht mit Sicherheit ableitbar, dass es sich bei dem Prozess tatsächlich
um die Carbamatbildung im aktiven Zentrum handelt.

5.2.3.2 Carbamatbildung im aktiven Zentrum

Der tatsächliche Beweis für die beobachtete Aktivierung von RuBisCO kann nur über
die vollständigen Differenzspektren erfolgen, in denen neben den Käfigbanden und
CO2 auch Banden für das Lysincarbamat sichtbar werden. Es muss allerdings auch
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in Betracht gezogen werden, dass bei der Größe des Enzyms (560 kDa) auch eine
unspezifischen Wechselwirkung von Aminosäureseitenketten mit dem gelösten CO2

für den Abbau der CO2-Konzentration verantwortlich sein könnte. Daher wurden für
die folgenden Messungen vier verschiedene Proben untersucht. Alle enthalten den
Standardpuffer 100 mM HEPES pH 7,5 mit 10 mM Käfig-CO2.

• 1. Eine Probe mit Rinderserumalbumin (BSA), um unspezifische Reaktionen
des CO2 mit Proteinen auszuschließen. BSA enthält 59 Lysine bei einer Masse
66 kDa von denen 30-35 leicht zugänglich sind.[115] RuBisCO enthält 224
Lysine in dem Enzymkomplex mit 560 kDa.

• 2. Eine Probe mit RuBisCO ohne Magnesiumionen als Blindprobe, um den
Einfluss von Mg2+ auf die Aktivierung des Enzyms zu überprüfen.

• 3. Eine Probe mit RuBisCO mit dem Zusatz von Magnesiumionen, um den
Einfluss von Mg2+ auf die Aktivierung des Enzyms zu überprüfen.

• 4. Eine Probe mit RuBisCO und Natriumazid (NaN3), da das zu CO2 isoelektro-
nische Azid ebenfalls eine inhibierende Wirkung für RuBisCO haben könnte.

Die gezeigten Differenzspektren wurden zu einem Zeitpunkt aufgenommen, an dem
die Reaktion (außer der CO2-Hydrolyse) mit dem Substrat abgeschlossen war. Die
Differenzspektren für die Proben 1 und 2 sind (±2 s) zeitgleich. Zusätzlich zu den
Spektren mit Protein wird auch das Differenzspektrum des Standardpuffer in rot in
den beiden linken Abbildungen gezeigt (vgl. 5.44). Die erste wichtige Erkenntnis ist,
dass es keine unspezifische Reaktion des gelösten CO2 mit Aminosäureseitenketten
gibt. Das Gleichgewicht der Lysincarbamatbildung liegt ohne die gezielte Steuerung
durch das aktive Zentrum auf Seiten des ungebundenen CO2. Das Spektrum mit
BSA enthält nur die typischen Banden für das photolysierte Carboxylat und das ge-
löste CO2. Sobald allerdings RuBisCO in der Probe ist, verschwindet die Bande bei
2343 cm−1 bei Anwesenheit von Mg2+ nahezu vollständig. Zusätzlich wird im Ver-
gleich mit dem reinen Käfigspektrum klar, dass im Bereich 1300 bis 1400 cm−1 ein
oder mehrere positive Banden von den negativen Carboxylatbanden überlagert wer-
den. Das Verschwinden der Bande bei 2343 cm−1 ist bei diesem pH-Wert zu schnell,
als dass es durch die Bildung von Hydrogencarbonat erklärt werden könnte.
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Abb. 5.44: Differenzspektren für die Proben mit BSA/RuBisCO ohne Mg/RuBisCO mit
Mg/RuBisCO mit Azid im Standardpuffer pH 7,5. Das rote Spektrum gehört zum Standard-
puffer (mit Käfig-CO2) und wird zum besseren Vergleich links oben und unten parallel zu den
BSA- und RuBisCO-Spektren gezeigt. Offensichtlich reagieren nur Proben mit RuBisCO mit
dem gelösten CO2.
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Abb. 5.45: Transienten bei 2343 cm−1 für die Proben 1,2 und 4 aus dem vorangegangenen
Abschnitt im Standardpuffer. BSA reagiert nicht mit dem gelösten CO2, während RuBisCO es
schnell verbraucht. Die Anwesenheit von Azid verlangsamt die Aktivierung von RuBisCO,
kann sie allerdings nicht vollständig aufhalten.

Interessant sind zusätzlich die rechts oben und unten gezeigten Differenzspektren, die
ohne Mg2+ und rechts oben zusätzlich mit Natriumazid durchgeführt wurden. Aus
Kristallstrukturanalysen und Funktionsstudien von RuBisCO ist bekannt, dass im ak-
tiven Zentrum die Koordinationssphäre eines Mg2+-Ions durch das Endiol des Sub-
strats und Asp- und Glu-Seitenketten vervollständigt wird, allerdings ist nicht klar, ob
das Mg2+-Ion bereits für die Bildung des Lysincarbamats notwendig ist. In den Pro-
ben ohne Mg2+ wurde durch Dialyse mit Ethylendiamintetraacetat(EDTA)-haltigem
Puffer (24h bei 5 °C) die Magnesiumionen vollständig aus der Probe entfernt, dennoch
wird auch hier das löslische CO2 gebunden. Ein weiterer Aspekt der Aktivierung ist
die Inhibierung durch Azid, allerdings ist das hier gezeigte Differenzspektrum nicht
von den beiden anderen Proben mit RuBisCO zu unterscheiden. Erst der Blick auf die
Transiente der CO2-Bande macht den Einfluss des Azids sichtbar.

Während die Differenzspektren für RuBisCO mit und ohne Azid im Gleichgewicht,
d.h. nach Reaktionsende, dasselbe Bandenmuster aufweisen, zeigen die Transienten
bei 2343 cm−1 deutlich, dass die Azidionen die Aktivierung des Enzyms verlangsa-
men. Das Azidion ist isoelektronisch mit CO2 und kann daher offensichtlich im ak-
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tiven Zentrum koordiniert werden, allerdings findet keine Reaktion mit dem Lysin
statt und das Azid wird im Laufe der Zeit vom CO2 verdrängt. Das entspricht einer
Wirkung als kompetitiver Inhibitor für den Aktivierungsprozeß.

Abb. 5.46: Das Doppeldifferenzspektrum veranschaulicht den Zusammenhang aus CO2-
Verbrauch und der Ausbildung mehrerer positiver Banden durch die Bindung des CO2 and
Lys-201. Die positiven Banden bei 1355 und 1531 cm−1 können der Bildung des Lysincarba-
mats zugeordnet werden.

Da die Käfigbanden allerdings sehr intensiv sind und die entstehenden Carbamat-
banden überlagern, muss zur genaueren Interpretation der Differenzspektren ihr Ein-
fluss aus dem Spektrum entfernt werden. Dazu wird ein Doppeldifferenzspektrum
mit dem Differenzspektrum der BSA-Probe gebildet. Dadurch wird ein unspezifischer
Einfluss durch eine hohe Proteinkonzentration ebenso wie die negativen Carboxylat-
banden aus den Spektren entfernt. Da bekanntlich auch die Hydrolyse von CO2 als
Nebenreaktion auftreten kann, werden die Spektren auf die antisymetrische Streck-
schwingung des Carboxylats bei 1566 cm−1 normiert. Diese Bande ist eine konstante
Größe in den Differenzspektren.



5.2 Käfig-CO2 und RuBisCO 119

Abb. 5.47: Die Doppeldifferenzspektrum für Proben mit RuBisCO bzw. poly-Lysin im Stan-
dardpuffer mit dem BSA-Spektrum, sind zwischen 1100 und 1800 cm−1 gezeigt. Weder die
Anwesenheit von Magnesiumionen noch von Azidionen beeinflusst das Endprodukt der Re-
aktion. Die Bande bei 1355 cm−1 ist ganz offensichtlich einem Lysincarbamat zu zuordnen.

Das vollständige Doppeldifferenzspektrum für die RuBisCO-Proben ist in Abbildung
5.46 gezeigt. Die negative CO2-Bande entspricht der Menge an gebundenem CO2,
das ein Carbamat mit dem Lysin im aktiven Zentrum bildet. Die positiven Banden
zwischen 1200 und 1800 cm−1 sind dem Reaktionsprodukt zuzuordnen. Aus den vor-
angegangenen Experimenten sind zwei Details klar; zum einen führt die Berechnung
eines Doppeldifferenzspektrums zweier Spektren, die jeweils nur den Käfig enthalten,
nicht zu Differenzbanden im Bereich der Carboxylatbanden (vgl. 5.38). Zum anderen
ist aus den Experimenten mit DEA bekannt, dass das Zwitterion eines Addukts aus
tertiärem Amin und CO2 bei 1304 cm−1 eine positive Bande aufweist. Die Reaktion
von RuBisCO mit CO2 führt zu zwei ausgeprägten positiven Banden bei 1355 und
1531 cm−1. Die Banden können somit nur durch die Ausbildung der C=N-Bindung
im aktiven Zentrum verursacht werden.

Um die Bandenzuordnung zu überprüfen, wurde das Differenzspektrum mit dem
Spektrum des Experiments mit poly-Lysin veglichen. Dieses Peptid kann mit gelös-
tem CO2 nur durch die Ausbildung eines Lysincarbamats reagieren. Im Gegensatz zu
BSA kann das Peptid, wenn auch langsam, mit CO2 reagieren, da die große Anzahl
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Abb. 5.48: Kinetiken bei 2343 cm−1 (CO2), 1566 cm−1 (Käfig) und 1355 cm−1 (Carbamat) aus
einer Rapid-Scan-Messung mit Carboanhydraseinhibitor um alle Einflüsse von Verunreini-
gungen auszuschließen. Die Zeitkonstanen für die exponentiellen Funktionen 1. Ordnung
sind 0.57±0.07 für CO2 und -0.52±0.45 für das Carbamat. Die Differenzbande des Käfigs ent-
spricht nahezu einer Konstanten (y = ax + b; a = −8, 5 · 10−6).

an Lysinen zusammen mit der guten Zugänglichkeit das Reaktionsgleichgewicht in
Richtung Carbamat verschiebt.

Auch für die poly-Lysin Probe wurde wieder ein Doppeldifferenzspektrum gebildet,
um die Carboxylatbanden aus dem Spektrum zu entfernen. In Abbildung 5.47 sind
die Spektren für poly-Lysin und RuBisco im Vergleich gezeigt. Auch die Reaktion von
poly-Lysin führt zu den beobachtbaren positiven Banden bei ∼1355 und 1531 cm−1.
Diese beiden Banden sind somit charakteristisch für ein Lysincarbamat und zeigen in
den RuBisCO Messungen ganz klar die Aktivierung des Enzyms.

Mit der endgültigen Zuordung der Banden in den Differenzspektren wird es eben-
falls möglich, die Kinetiken des CO2-Abbaus und der Carbamatbildung zu verglei-
chen. Als Markerbanden werden für CO2 2343 cm−1, für den Käfig 1566 cm−1 und
für das Carbamat 1358 cm−1 verwendet. Alle drei Kinetiken stammen wieder aus
Rapid-Scan-Messungen im Standardpuffer bei pH 7,5. Es lassen sich aus den Kineti-
ken zwei klare Aussagen treffen (die Transienten der Makerbande sind in Abbildung
5.48). Zum einen ist die Feststellung auch hier wieder zutreffend, dass die Käfigban-
den in den zeitabhängigen Messungen konstant sind. Die Käfigbande lässt sich na-
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hezu durch eine Konstante beschreiben. Die beiden Zeitkonstanten für den Abbau
von CO2 und die Bildung des Carbamats sind im Rahmen der Fehlergrenzen iden-
tisch (t=0.57±0.07 s für CO2 und t=0.52±0.45 s für Carbamat) und können durch eine
monoexponentielle Funktion beschrieben werden. Der große Fehler der Carbamat-
bande kommt durch die Überlagerung der Bande mit den beiden negativen Banden
der symmetrischen Streckschwingung der Carboxyl- und Nitrogruppe zustande.
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5.2.4 Diskussion

Der erste wichtige Schritt zur Verwendung einer Käfigverbindung zusammen mit der
Rapid-Scan IR-Spektroskopie ist die vollständige Charakterisierung der Verbindung
und ihrer IR-Banden. Die vorgestellten Daten lassen keinen Zweifel daran, dass aus
m-NPAA instantan CO2(aq) freigesetzt werden kann (∼200 ps), das dann als Reakti-
onspartner für Carboxylierungsreaktionen zur Verfügung steht. Allerdings muss da-
bei stets der pH-Wert und der damit verbundene Grad der CO2-Hydrolyse im Auge
behalten werden. Die Differenzbanden durch die Abspaltung der Carboxylatgrup-
pe sind ausgeprägt ((-)1566, 1529, 1385 und 1357 cm−1). Sie bilden allerdings einen
konstanten Beitrag in den Differenzspektren und können durch Doppeldifferenzbil-
dung entfernt werden. Zusätzlich muss die Konzentration der Käfigverbindung im
mM-Bereich bleiben, da höhere Konzentrationen so viel CO2 bilden, dass in der Pro-
be Gasblasen entstehen. Auch eine hohe Konzentration von Nitrotoluol in der Probe
führt zu einer 2-Phasen-Bildung.

Experimente mit Carboanhydrase zeigen sehr anschaulich, dass die CO2-Bande trotz
des Einflusses der spontanen Hydrolyse als Marker für die Beobachtung einer Enzym-
reaktion dienen kann. Daher kann das System auch zur Studie der Aktivierung von
RuBisCO verwendet werden. Die zentralen Ergebnisse der Messungen zeigen, dass es
eine spezifische Reaktion von RuBisCO mit CO2 gibt, die weder durch eine Verunrei-
nigung mit Carboanhydrase noch durch eine unspezifische Reaktion mit Aminosäu-
reseitenketten hervorgerufen werden kann. Auch der Puffer selbst zeigt keine Reakti-
on mit dem gelösten CO2, die für die beobachteten Banden verantwortlich sein könn-
te. Damit steht fest, dass sich die direkte Aktivierung von RuBisCO in den Spektren
beobachten lässt. Interessant ist vor allem, dass die Ergebnisse auch aus der Kristall-
strukturanalyse bekannte Ergebnisse bestätigen. Laut Strukturuntersuchungen wird
durch die Bindung des CO2-Moleküls die Sekundärstruktur des Proteins nicht oder
nur marginal beeinflusst. Dies zeigen auch die IR-Spektren, in denen Beiträge des
Peptidrückgrats nicht beobachtet werden können.

Die Ergebnisse der Messungen in An- und Abwesenheit von Mg2+ zeigen, dass die
Koordination der zweiwertigen Kationen nicht notwendig ist, um das Gleichgewicht
für die Carbamatbildung auf Seiten des Carbamats zu bringen. Allerdings bleibt es
weiterhin unbestritten, dass für die Koordination des Substrats und somit die wei-
teren Reaktionsschritte im Katalysezyklus von RuBisCO die Anwesenheit von Mg2+

notwendig ist. Im übrigen zeigen die Messungen, dass die Bildung des Lysincarba-
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mats sehr schnell (<1 s) verläuft. Zusätzlich konnte gezeigt werden, dass die An-
wesenheit von Natriumazid in den Proben die Aktivierung von RuBisCO verlang-
samt. Das zu CO2 isoelektrische Anion blockiert wahrscheinlich die Bindungsstelle
des CO2, kann aber nicht kovalent gebunden werden und wird daher langsam von
CO2 verdrängt.



6 Ausblick

Die diskutierten Arbeiten zum Photozyklus von PR und zur Aktivierung von RuBis-
CO bilden in sich abgeschlossene Bereich mit spannenden Ergebnissen. Allerdings
werfen auch diese beiden Projekte neue Fragen auf, die weitere Forschung nötig ma-
chen.

Der Photozyklus von PR bei pH 5,1 konnte erstmals auch in Form von IR-
Differenzspektren aufgeklärt werden. Die Ergebnisse zeigen, dass neben Asp-97 auch
Glu-108 eine Schlüsselrolle spielt, allerdings sind weitere wichtige Aminosäuren,
die an dem Photozyklus beteiligt, sind noch nicht endgültig identifiziert. In nächs-
ten Schritt müssen also Studien mit PR-Mutanten der verschiedenen Asp- und Glu-
Seitenketten unter den selben Bedingungen wie für den Wildtyp durchgeführt wer-
den. Ein interessanter Nebenaspekt ist die gezielte Suche nach den aromatischen Ami-
nosäuren, die für die Wechselwirkungen zwischen den Monomeren in den gut struk-
turierten PR2D-Kristallen sorgen. Auch hier können am besten einzelne AS mutiert
werden, um in den CD-Spektren eine Veränderung zu beobachten.

Für die Kombination von Käfig-CO2 mit IR-Spektroskopie ergeben sich eine Vielzahl
an Perspektiven. Eine wichtige und sicherlich naheliegende ist die Verwendung ei-
nes 13C-markierten m-NPAA, um gezielt die Inkorporation der isotopenmarkierten
CO2-Gruppe zu beobachten. Die Synthese selbst ist bereits beschrieben [116] und die
Verbindung ist gut zugänglich. Mit der Markierung lassen sich dann die Bandenzu-
ordnungen überprüfen und der Einfluss von CO2 aus der Umgebung kann ausge-
schlossen werden.
Zusätzlich lässt sich die Herangehensweise aus den RuBisCO-Studien auf weitere En-
zyme übertragen, die Carboxylierungsreaktionen katalysieren. Gerade die Untersu-
chung von biotinabhängigen Carboxylasen bietet hier ein breites Anwendungsgebiet
mit vielen offenen Fragen.
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