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Kurzzusammenfassung

In der vorliegenden Arbeit wurden Untersuchungen an der cytoplasmatischen Oberfldche des
lichtsensitiven Sehpigments Rhodopsin durchgefiihrt. Diese Rezeptoroberfliache spielt eine ent-
scheidende Rolle bei der Rezeptoraktivitat, da sich dort nach Aktivierung der Lichtantenne - dem
Liganden Retinal - die Rezeptorkonformationen manifestieren, die zur Bindung des G-Proteins
Transducin und des Inhibitorproteins Arrestin fiihren.

Ziel der Arbeit war es, die Dynamik und die Anderungen der Umgebungsparameter an der
cytoplasmatischen Oberfldche in Abhédngigkeit von verschiedenen Parametern zu bestimmen. Dazu
wurden Fluoreszenzanisotropieexperimente mit einem an der amphiphatischen Helix 8 an Position
Cys316 gebundenen Fluorescein durchgefiihrt. Uber eine Analyse der Fluoreszenzanisotropiekur-
ven mit Hilfe der Ordnungsparameter < P, > und < P4 > konnte ein direkter Zusammenhang
zwischen dem Bewegungsmodell von Helix 8, dem Rezeptorzustand, welcher unter anderem von
pH und Temperatur abhingig ist, und der Proteinumgebung ermittelt werden.

Im Zuge der Arbeit wurde eine zeitkorrelierte Einzelphotonenzdhlungs (TCSPC)-Apparatur zur
Detektion zeitaufgeloster Fluoreszenz- und Dynamikdnderungen zu einer multidimensionalen
TCSPC-Apparatur fiir Fluoreszenz Pump-Probe Messungen ausgebaut. Damit konnen nun zeitauf-
geloste Fluoreszenz- und Dynamikédnderungen in Abhingigkeit der Proteinfunktion detektiert
werden. Die Proteinreaktion wird durch einen Farbstofflaser angeregt. Auf der Zeitachse der
Proteinreaktion werden dann sequenziell Pikosekunden-zeitaufgeldste Fluoreszenzzerfallskur-
ven aufgenommen, die es erlauben, die Verdanderung der Nanosekunden-Oberflichendynamik
zu verfolgen. Zum automatisierten Austausch der Probe wurde eine Flufizelle in den Aufbau
integriert. Mit dieser Apparatur wurde die Kinetik der Bindung des G-Proteins Transducin an
den Sehrezeptor Rhodopsin mit Hilfe eines in der Arbeitsgruppe neuentwickelten, fluoreszenz-
basierten Helix-Faltungs-Sensors untersucht, welches dem C-terminalen Ende der katalytischen
a-Untereinheit des Transducins entspricht. Dieses C-terminale Ende der «-Untereinheit gehort
zu den drei Bindungsankern des Transducins und bindet spezifisch an den aktivierten Rezeptor.
Es konnte damit gezeigt werden, daf} die Kinetik der Bindung des Peptides an das lichtaktivier-
te Rhodopsin zweistufig ist. Der erste Schritt - die Vorbindung - findet in Membranumgebung
vor der Ausbildung des aktiven Meta-II Intermediats von Rhodopsin statt. Der zweite Schritt -
die Helixbildung des Sensors durch die Anderung der Konformation an der cytoplasmatischen
Oberflédche - findet nach der Ausbildung von Meta-II statt.

Ebenfalls wurde ein Mikroskopaufbau zur Messung der internen Totalreflektionsfluoreszenz
(TIRF) in der Arbeitsgruppe etabliert, mit dessen Hilfe die Diffusion von einzelnen lichtaktivierten
Rhodopsinmolekiilen in nativen Diskmembranfragmenten untersucht wurde. Es konnte damit
ein heterogenes Diffusionsverhalten der lichtaktivierten Rhodopsinmolekiile in nativen Membra-
nen nachgewiesen werden. Ein Teil der Molekiile ist wahrscheinlich in Oligomeren organisiert
und diffundiert langsam {iber die Diskmembran. Der andere Teil der Molekiile bewegt sich in
kleineren Einheiten mit einer hoheren Diffusionsrate tiber die Diskmembran. Zusétzlich ist ei-
ne Einschrankung der Diffusion auf Bereiche zu erkennen, welche der Grofle der gemessenen
Diskmembranfragmente entsprechen.



Abstract

The cytoplasmic surface of the G-Protein coupled receptor rhodopsin plays a crucial role in the
process of vision. The activation of rhodopsin is triggered by a photon, which is absorbed by the
ligand, the retinal. The accompanying conformational changes of the protein are reflected on the
protein surface. They lead to binding of the G-Protein transducin - which starts the visual cascade -
and also of the protein arrestin - which terminates the visual cascade.

The aim of this work was to analyse the changes of rhodopsins cytoplasmic surface in dependence
of several parameters such as pH, temperature and activation state. Therefore we performed
fluorescence anisotropy measurements on the fluorescent dye fluorescein covalently bound to
the amphiphatic helix 8 at position Cys316 of rhodopsin. The examination of the time-resolved
fluroescence decay curves via order parameters < P, > and < P4 > showed a direct correlation
between the pH and temperature-dependent receptor state and the distribution model of helix 8,
which itself depends on the protein environment.

In this work, a time correlated single photon counting (TCSPC)-apparatus was extended to a
multi dimensional pump-probe setup to measure time-resolved fluorescence and dynamic changes
along the reaction coordinate of protein function. A dye laser triggers the protein function (pump)
and a laser with picosecond pulses excites the fluorescent dye (probe). The fluorescence decay
curves are recorded sequencially along the reaction coordinate of the protein. The decay curves
allow the analysis of the protein nanosecond surface dynamics. With this setup we measured the
binding kinetics of transducin to light activated rhodopsin with a newly developed, fluorescence
based helix folding sensor. This sensor has an amino acid sequence similar to the native C-terminus
of the transducin a-subunit, which is one of the three transducin anchors, and can specifically
bind to light activated rhodopsin (metarhodopsin-II). We could show for the first time, that
binding occurs via a two-step mechanism in native membranes. The prebinding is the first step. In
comparison with time correlated absorption measurements prebinding is faster than the formation
of the active metarhodopsin-II state. The second step is called final binding and is characterized
by formation of an o-helical structure. This structural change is induced due to conformational
changes at the cytoplasmic surface of the light activated rhodopsin and is much slower than
formation of metarhodopsin-IIL

Measurements of the diffusion of individual light activated rhodopsin molecules in native
membrane fragments on a TIRF-microscope are also presented in this work. We were able to
identify a heterogeneous diffusion behaviour of slow and fast diffusing rhodopsin molecules in the
membrane. The slowly diffusing fraction was assigned to oligomeres of rhodopsin organized in
patches and the fast diffusing molecules to smaller units (possibly mono- or dimers) of rhodopsin.
The diffusion is restricted to an area, which is comparable to the size of the disk-membrane patches
used in these experiments.



Einleitung

1.1 Motivation

Proteine sind biologische Makromolekiile, die aus kovalent verbundenen Einzelbausteinen, den
Aminosduren, bestehen. Proteine gehoren zu den elementaren Bestandteilen von biologischen
Zellen und sind sowohl am Aufbau dieser als auch an ihrer Funktion beteiligt. Zu den Funk-
tionen gehoren u.a. die Replikation von Desoxyribonukleinsidure, die Synthese von Proteinen,
Energieumwandlung und Speicherung, Vermittlung des Ionentransports durch Lipidmembra-
nen (Ionenkanile), die Erkennung von Signalen auflerhalb der Zelle und die Weiterleitung der
Information in das Innere der Zelle (Membranrezeptoren), und die Durchfiihrung katalytischer
Reaktionen.

Die vorliegende Arbeit beschiftigt sich hauptsédchlich mit der molekularen Dynamik des Proteins
Rhodopsin, welches zur grofiten Gruppe von Membranrezeptoren, den G-Protein gekoppelten
Rezeptoren! gehort. Diese integralen Membranrezeptoren kénnen die unterschiedlichsten Signale
wie Photonen, Ionen, Hormone, Pheromone oder Neurotransmitter erkennen, das Signal tiber die
Membran weiterleiten und damit eine zelluldre Reaktion auslosen. Viele GPCRs sind direkt oder
indirekt mit verschiedenen Krankheiten verbunden. Das Sehpigment im Auge, der GPCR Rhodop-
sin, ist z.B. durch Mutationen in der Aminosduresequenz des Rezeptors an der Augenkrankheit
Retinitis pigmentosas beteiligt, einer Netzhautdegeneration bei der die Photorezeptoren zerstort
werden. 3-Adrenozeptoren leiten u. a. die Signale des ,Stresshormons” Adrenalin und des Neuro-
transmitters Noradrenalins weiter. Damit sind diese Rezeptoren an Krankheiten wie Bluthochdruck
und Herzinfarkt beteiligt. Aufgrund der zelluldren Reaktionen, die sie auslésen, spielen die GPCRs
eine zentrale Rolle bei der Entwicklung von Medikamenten, deren Wirkstoffe direkt oder indirekt
die Funktion von GPCRs beeinflussen. Ungefidhr 40% aller auf dem Markt erhiltlichen Medika-
mente wirken auf GPCRs. Ein bekanntes Beispiel sind die Beta-Blocker, die eine antagonistische
(blockierende) Wirkung auf die Funktion von (3-Adrenozeptoren haben und damit den Blutdruck
sowie die Ruheherzfrequenz senken. Jedoch haben viele dieser Medikamente unerklérliche oder
unerwiinschte Nebeneffekte. Gleichzeitig werden immer neue Verbindungen zwischen Krankhei-
ten, wie z.B. verschiedenen Krebsarten oder Alzheimer, und GPCRs entdeckt. Um Nebeneffekte zu
reduzieren oder neue Wirkstoffe zu entwickeln, ist ein mechanistisches molekulares Verstindnis
iiber die Interaktion des Rezeptors mit dem Liganden, die Signalweiterleitung durch die Membran
und die Kopplung an die verschiedenen intrazelluldren Signaltransduktionsketten unerlésslich.

Interaktion und Funktionsweise des Rezeptors werden durch die rdumliche Anordnung und
die dynamischen Eigenschaften der beteiligten Proteine und die Anderung der dynamischen
Eigenschaften wihrend der Funktion bestimmt. Die Anderungen der dynamischen Eigenschaften
des Rezeptors sind oft mit Konformationsdnderungen des Proteins verbunden [Pieper et al., 2008].
Neuere Erkenntnisse {iber die Wirkungsweise von GPCRs deuten darauf hin, dass spezifische Kon-
formationen des Rezeptors fiir die Kopplung an bestimmte intrazelluldre Signaltransduktionswege
verantwortlich sind [Rajagopal et al., 2010]. Daher ist es von grofiem Interesse, die dynamischen
Eigenschaften der beteiligten Proteine zu verstehen.

Die molekulare Dynamik von Proteinen erstreckt sich tiber grofse Zeitbereiche, von Femtosekun-
den wie bei der Chromophorisomerisierung (licht-induzierte Isomerisierung des Liganden Retinal)
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in Bakteriorhodopsin [Herbst et al., 2002] bis hin zu Minuten, Stunden oder Tagen, wenn die
Reorganisation von gesamten Proteinbereichen bzw. die Auflosung der Quartdrstruktur involviert
ist.

Die Kinetik der Dynamik- und Konformationsanderungen des Proteins ist abhédngig von dem
jeweils betrachteten Strukturelement des Proteins. Die Geschwindigkeit der Konformationsanderun-
gen in der Sekundér- und Tertidrstruktur von Proteinen ist durch die Diffusion der Proteinsegmente
limitiert und erfolgt im Bereich von Nanosekunden bis Millisekunden [Bieri et al., 1999, Alexiev
et al., 2003, Schroder et al., 2005]. Um Konformationsanderungen experimentell zu ermitteln, ist
es von Vorteil, die Tertidrstruktur des Proteins zu kennen. Dazu wird das Protein kristallisiert
und mittels Rontgenstrukturanalyse vermessen und analysiert. Da GPCRs membranstindig sind,
ist ihre Kristallisation sehr schwierig. Es existierten daher lange Zeit nur Kristallstrukturen von
Rhodopsin. Kristallstrukturen [Palczewski et al., 2000], welche aus Rontgenbeugungsexperimenten
[Luecke et al., 2001, Oka et al., 1999, Sass et al., 2000] gewonnen wurden, sind zeitlich gemittelte
Strukturen. Die Dynamik flexibler Proteinstrukturen kann daher nicht quantitativ bestimmt wer-
den. Dafiir gibt es eine Reihe von anderen Messmethoden, wie die zeitaufgeloste EPR [Farrens
et al.,, 1996, Klare et al., 2004, Radzwill et al., 2001], verschiedene NMR-Methoden [Brown et al.,
2002, Cai et al., 1999, Crocker et al., 2006, Klein-Seetharaman et al., 1999], Fluoreszenzspektroskopie
[Alexiev et al., 2003, Dunham und Farrens, 1999, Imamoto et al., 2000, P6hlmann et al., 2004, Schro-
der et al., 2005], und weitere Methoden [Ernst et al., 2000, Itoh et al., 2001], welche grofitenteils
Messungen von Proteinmutanten beinhalten. Dazu gehoren die Methoden des ortsspezifischen
Fluoreszenz-Labelings [Alexiev et al., 2003], der ortsspezifischen Spinlabel-Markierung [Farrens
et al., 1996], und der ortsspezifischen NMR-Label-Markierung [Klein-Seetharaman et al., 1999].

Zeitaufgeloste Fluoreszenzdepolarisationsexperimente sind eine geeignete Methode unter phy-
siologischen Bedingungen Diffusionsdynamiken und Konformationsdnderungen von Peptiden
und Proteinsegmenten, insbesondere von Oberﬂfcichen—Sc:hleifensegmenten2 [Alexiev et al., 2003,
Schroder et al., 2005] auf einer Zeitskala von Pico- bis Nanosekunden zu untersuchen. Zusitz-
lich kénnen weitere Erkenntnisse, z.B. {iber kurzreichweitige Konformationsdnderungen, mit
Fluoreszenzloschung tiber photoinduzierten Elektrontransfer gewonnen werden.

Auch Anderungen von Umgebungsparametern konnen sich unmittelbar auf die Fluoreszenz-
lebensdauer und -intensitét der fluoreszierenden Reportermolekiile auswirken [Kim et al., 2009,
Mansoor et al., 2002, Pohlmann et al., 2004, Yang et al., 2003].

Die beiden in dieser Arbeit untersuchten Membranproteine sind die membranstidndige Protonen-
pumpe Bakteriorhodopsin (bR) aus dem halophilen Bakterium Halobacterium salinarium und das
Sehpigment in den Stidbchenzellen der Netzhaut des Auges, das Rhodopsin. Beide Proteine teilen
das Strukturmotiv aus sieben transmembranen Helizes und enthalten den kovalent gebundenen
Liganden Retinal. Die Funktion beider Proteine wird durch die Absorption eines Photons durch
den gebundenen Chromophors Retinal initiiert. bR ist als lichtaktive Protonenpumpe fiir den
Aufbau eines Protonenkonzentrationsgradienten mit einem resultierenden elektrischen Potential
tiber der Membran verantwortlich, welcher direkt von der ATP-Synthetase zur Gewinnung von
ATP genutzt werden kann. Das Sehpigment Rhodopsin gehort zu den GPCRs. Dieses befindet sich
in den disk-artigen Organellen (Disks) im Aufiensegment der Stiabchenzellen in der Netzhaut des
Auges. Als erstes Glied in der visuellen Signalkaskade wandelt das Rhodopsin Licht in ein chemi-
sches Signal um, welches dann als elektrischer Impuls weiter in das Gehirn tibertragen wird. Durch
Isomerisierung des Retinals wird eine Konformationsanderung ausgelost, welche das Rhodopsin
in das aktive Intermediat Metarhodopsin-II (Meta-II) tiberfiihrt und auf der cytoplasmatischen
Seite des Proteins eine Bindung des G-Proteins Transducin und dadurch eine Weiterleitung des
Signals ermoglicht. Die Inaktivierung des Rhodopsins erfolgt durch Rhodopsinkinase, welche

engl. Loop
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den C-Terminus des aktiven Rhodopsins phosphoryliert. Dadurch kann mit hoher Affinitit das
Inhibitorprotein Arrestin gebunden werden, welches die Signalkaskade blockiert.

In der vorliegenden Arbeit wird ein neuer Aufbau zur Messung von zeitaufgelosten Fluoreszenz-
und Anisotropiezerféllen vorgestellt. Es werden Experimente zu zeitaufgelosten Konformationséan-
derungen an der cytoplasmatischen Oberfliche von Bakteriorhodopsin und visuellem Rhodopsin,
welche Dynamikidnderungen in den Proteinen wihrend des Aktivierungsprozesses wiederspiegeln,
sowie zu zeitaufgeldsten Bindungsexperimenten vom G-Protein Transducin und dem Inhibitorpro-
tein Arrestin gezeigt.

1.2 Zielsetzung und Losungsansatz

1.2.1 Aufbau einer 2D—TCSPC3—Apparatur zur Detektion von Proteinkonformati-
onsdnderungen

Ein Ziel dieser Arbeit war es, eine Methode zu realisieren, die es erlaubt, die Dynamik von
Proteinsegmenten im Nanosekundenbereich und die Kinetik ihrer Anderung wihrend der Prote-
infunktion zu detektieren. Mit Hilfe dieser Methode sollten die dynamischen Anderungen von
Oberfachenschleifensegmenten des GPCRs Rhodopsin bei der Aktivierung des Rezeptors unter-
sucht werden und Aufschliisse iiber die Kopplung von dynamischen Proteinoberflichenzustdnden
und Reaktionsintermediaten des Rezeptors geben.

Zu den in der Biophysik verwendeten spektroskopischen Methoden gehort u.a. die Fluoreszenz-
spektroskopie. Tryptophan, eine Aminosdure, wird oft als proteinintrinsischer Fluoreszenzfarbstoff
verwendet. Fluoreszierende Proteine, wie das Green Fluorescent Protein, konnen als Fusionsprotein
genetisch an das zu untersuchende Protein gekoppelt werden, um Informationen auf zelluldrer
Ebene zu erhalten.

Fiir die Untersuchung der molekularen Eigenschaften eines Proteins wird dieses meist moleku-
larbiologisch iiberexprimiert, isoliert und gereinigt. Dabei konnen gezielt einzelne Aminosduren
in der Sequenz ausgetauscht werden. Die Aminosédure Cystein besitzt eine reaktive Thiolgruppe
und erlaubt damit die gezielte chemische Kopplung von reaktiven Fluoreszenzfarbstoffen an eine
gewtinschte Stelle im Protein. Die spektralen und zeitaufgelosten Fluoreszenzeigenschaften der
Fluoreszenzreportergruppe (Fluoreszenzmarker) als auch deren Fluoreszenzintensitét reagieren
auf Veranderungen in der unmittelbaren Proteinumgebung des Fluorophores. Die Fluoreszenzani-
sotropie einer kovalent gebundenen Reportergruppe kann sich éndern, wenn sich die Dynamik
des Segmentes dndert, an dem der Farbstoff gebunden ist. Sterische Einschrankungen des Markers
konnen ebenfalls detektiert werden. Anderungen von Fluoreszenzparametern wie Verschiebungen
der Wellenldingen des Emissionsmaximums, der Fluoreszenzintensitdt und der Fluoreszenzlebens-
dauer konnen Informationen {iiber statische und dynamische Fluoreszenzléschung, sowie tiber die
Anderung in der Polaritdt der Umgebung geben.

Diese Informationen kénnen einfach in stabilen Intermediatszustdnden eines Proteins ermittelt
werden. Sollen jedoch Reaktionszwischenintermediate bzw. ein kurzlebiger Zustand des Proteins
speziell iiber die zeitaufgeloste Fluoreszenz der Reportergruppe charakterisiert werden, dann
muss entweder mit Hilfe einer Proteinmutante oder niedriger Temperatur der Intermediatzustand
eingefangen, d.h. seine Lebensdauer verldangert werden. Bei diesen beiden Methoden kann jedoch
die zeitliche Anderung einer Proteinkonformation, die {iber die Fluoreszenz der Reportergruppe
detektiert wird, nicht erfasst werden. Um dies zu ermoglichen, muss die zeitaufgeloste Fluoreszenz
(Fluoreszenzlebensdauer) tiber der Zeitachse der Proteinreaktion aufgeltst gemessen werden.

3 Zeitkorrelierte Einzelphotonenzahlung - Time Correlated Single Photon Counting
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Das bedeutet, die Fluoreszenzemission wird simultan {iber zwei ganz verschiedene Zeitachsen
gemessen — tiber die Zeitachse des Fluoreszenzzerfalls des Fluorophors im Nanosekundenbereich
und {iber die Zeitachse der Proteinreaktion im Millisekunden- bis Stundenbereich.

Die Aufgabe bestand deshalb zunédchst darin, eine bestehende zeitaufgeloste Fluoreszenzappara-
tur zur Messung von Fluoreszenzlebensdauer/Fluoreszenzanisotropie so zu erweitern, dass diese
wahrend einer Proteinreaktion — also in zwei ,Zeitdimensionen” (2D) — gemessen werden konnen.
Die Messapparatur soll speziell fiir die Messung von lichtaktivierbaren Proteinen angepasst werden
und diese automatisiert durchfiihren. Zeitkorrelierte Einzelphotonenzdhlungsapparaturen sind fiir
die Erweiterung gut geeignet. Als Einzelphotonenmessmethode besitzt sie ein geringes Rauschen
und eine hohe zeitliche Auflosung auf der Zeitachse des Fluoreszenzzerfalls des Fluorophors.
Auch muf§ die Zuordnung der Einzelmessungen, welche sich zu Fluoreszenzzerfillen addieren,
bei diesen repetitiven Messungen auf der Zeitachse der Proteinfunktion geeignet realisiert werden.

Um den Anforderungen gerecht zu werden, sollte das Funktionsprinzip des neuen 2D-TCSPC-
Mef3aufbaus fiir Fluoreszenz-Pump-Probe-Messungen folgendermafSen aussehen: Eine Messung
wird mit der Lichtaktivierung des Proteins gestartet (Pump-Puls). Anschliefflend werden zeitaufge-
16ste Fluoreszenzzerfille sequenziell iiber die Photoreaktion des Proteins aufgenommen, wobei
die Zeitauflosung auf der Achse der Photoreaktion bis in den Submillisekundenbereich gewé&hlt
werden kann. Der Probe-Puls ist der Picosekundenanregungspuls fiir die Fluoreszenz. Fiir eine
bessere Statistik konnen die Messungen wiederholt und ihre Ergebnisse aufintegriert werden. Pro-
ben, welche keinen geschlossenen Photozyklus besitzen, werden vor Beginn jeder Einzelmessung
automatisch ausgetauscht.

1.2.2  Dynamik an der cytoplasmatischen Oberfliche von Bakteriorhodopsin

Um die neu aufgebaute 2D-zeitaufgeloste Fluoreszenz-Messapparatur zu testen, werden zundchst
Messungen an bR durchgefiihrt, da die Funktion der Protonenpumpe mit einem geschlossenen
Photozyklus einher geht, wobei der Ligand Retinal kovalent gebunden bleibt. Dies erlaubt eine
repetitive Anregung der Proteinfunktion ohne Probenaustausch. Die cytoplasmatische Protei-
noberfliche von bR ist der Ort der Protonenaufnahme und es ist bekannt, dass dort wihrend
dieses Prozesses grofie Konformationsanderungen stattfinden. Es wurde deshalb eine bR-Mutante
verwendet, an die die Fluoreszenzreportergruppe selektiv an die erste cytoplasmatische (AB-)
Schleife gebunden ist.

1.2.3 Dynamik an der cytoplasmatischen Oberflache von Rhodopsin und die
Interaktion mit Signalproteinen

Konformationsinderungen an der cytoplasmatischen Oberfliche von Rhodopsin

Bei der Lichtaktivierung von Rhodopsin geht dieses in das aktiven Meta-II Intermediat tiber. Dieser
Ubergang wird von Konformationsianderungen, welche sich vor allem an der cytoplasmatischen
Oberflache wiederspiegeln, begleitet. Die lichtinduzierten Bewegungen einzelner Transmembran-
helizes andern die Schleifendynamik des Rezeptors an der Oberfldche des Proteins. Ebenso zeigt
die amphipathische Helix 8, die parallel zur Membran liegt, signifikante Anderungen in ihrer
Dynamik. Diese sollen wéihrend der Aktivierung des Rhodopsins erfasst und ausgewertet werden.

Interaktion von Rhodopsin mit Transducin

Im lichtaktivierten Zustand Meta-II bindet das G-Protein Transducin, welches im gebundenen
Zustand durch den Rezeptor aktiviert wird und dann die intrazellulidre Signaltransduktionskaskade
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in Gang setzt. Fiir die Bindung an das lichtaktivierte Rhodopsin besitzt Transducin drei Anker:
zwei Membrananker und einen Peptidanker fiir das lichtaktivierte Rhodopsin, welcher aus dem
C-terminalen Ende der Gta-Untereinheit gebildet wird und auch als Peptid (pGto) das aktive
Intermediat Meta-II stabilisiert. In ungebundener Form ist das pG« sehr flexibel, bei Bindung mit
dem lichtaktivierten Rhodopsin bekommt es eine helikale Sekundarstruktur [Koenig et al., 2002].
Experimente iiber die Bindungskinetik des pGtx an das lichtaktivierte Rhodopsin werden hier
vorgestellt.

Interaktion von Rhodopsin mit Arrestin

Arrestin bindet sehr spezifisch an lichtaktiviertes, phosphoryliertes Rhodopsin. In der Arbeit
wird speziell der Einfluss der Interaktion zwischen Arrestin und Rhodopsin auf die Dynamik der
Helix 8 von Rhodopsin untersucht.

Laterale Diffusion von Rhodopsin in nativen Diskmembranen und ihre Interaktion mit Transducinmolekiilen
auf Einzelmolekiilebene

Unter physiologischen Bedingungen liegt Rhodopsin in hoher Konzentration in Diskmembranen
vor. Die Membrangeometrie und die Anordnung der Rhodopsinmolekiile in der Diskmembran
ist von entscheidender Bedeutung fiir die visuelle Transduktionskaskade. Wie die Proteine in der
Membran angeordnet sind, ist jedoch noch nicht abschlieflend geklart. Diffundieren die Proteine
einzeln in der Membran frei herum oder formen sie sich zu Oligomeren in einem zweidimen-
sionalen quasikristallinen Gitter? Die Diffusion von fluoreszenzmarkierten Gta-Peptiden soll
mittels Interner Totalreflexionsfluoreszenzmikroskopie (TIRFM) und Einzelmolekiilverfolgung
(SPT) Informationen tiber die Rhodopsindiffusion in der Diskmembran auf Einzelmolekiilebene
geben.
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Grundlagen

2.1 Rhodopsin - das Sehpigment im Auge

Das Bild von der Umgebung wird vom Auge auf dem Augenhintergrund abgebildet, auf dem
die Netzhaut (Retina) aufgespannt ist. Die Retina beinhaltet lichtempfindliche Zellen, welche
aus zwei verschiedenen Zelltypen besteht: Stabchen und Zapfen. Drei verschiedene Zapfentypen
sind fiir das Farbsehen verantwortlich und unterscheiden sich in den Absorptionsspektren der
lichtempfindlichen Proteine.

Die Stdbchen sind sehr viel lichtsensitiver - sie konnen einzelne Photonen detektieren - kénnen
aber dafiir keine Farben unterscheiden. Ein einzelnes lichtsensitives Protein muf3 daher in der Lage
sein, die Stabchenzelle zu einer Reizweiterleitung zu bewegen. Eine wesentliche Voraussetzung
ist, daf das Protein ein moglichst geringes Dunkelrauschen besitzt und das Signal des Proteins
entsprechend verstdrkt werden muf3, um eine Hyperpolarisation der Membran zu erreichen. Damit
Photonen nicht auf der Retina verloren gehen, sind in den Stidbchenzellen in der Aufienregion je
nach Spezies bis zu 2000 Disks tibereinander gestapelt, welche dicht gepackt mit Rhodopsin, dem
lichtempfindlichen GPCR, sind (Abb. 1).

Stabchen

auleres Segment @

inneres Segment
Ny

Stabchenzelle

Abbildung 1: Stabchenzelle im Auge: (A) Elektronenmikroskopische Aufnahme (aus Lewis et al. [1969])
und (B) schematische Darstellung einer Stidbchenzelle eingeteilt in inneres und dufleres Segment.
Im &dufleren Segment (ROS - Rod outer segment) sind die lichtempfindlichen Rhodopsine in den
gestapelten Diskmembranen integriert. (C) Ubersichtsbild einer AFM-Topographiemessung, welche
den parakristallinen Zusammenschluss von Rhodopsin Dimeren in der nattirlichen Membran zeigt.
Das Bild ist aus Fotiadis et al. [2003] entnommen. (D) Tertidrstruktur von nicht lichtaktivierten
Rhodopsin (PDB: 1u19). Die Transmembranhelizes (TM) sind folgendermafien geordnet: TM1
(gelb), TM2 (orange), TM3 (rot), TM4 (lila transparent), TM5 (blau), TM6 (tiirkis), TM7 (hellgriin),
HS8 (griin). Das Retinal (schwarz) ist im Inneren des Proteins an TM7 (Lys296) gebunden.

15



Der im Rhodopsin gebundene Photoschalter (kovalent gebundenes Vitamin A Aldehyd in 11-cis
Konformation) gehort mit einer Quantenausbeute von 0.65 [Kim et al., 2001] zu den effizientesten
Schaltern, die es gibt.

Wird ein Rhodopsin von einem Photon aktiviert, so setzt sich eine Signalkaskade in Gang (Abb. 2).
In dieser Signalkaskade wird in zwei Stufen eine Vervielfdltigung und damit eine maximale
Verstarkung um den Faktor 10¢ erreicht (Abb.2), durch welche schlagartig alle Ionenkanéle in
der Nihe des aktivierten Rhodopsins in der Plasmamembran des dufSeren Segmentes schliefien.
Dadurch dndert sich lokal das Membranpotential. Die darauffolgende Hyperpolarisation der
Membran wird elektrisch tiber die Synapse an das Gehirn weitergeleitet. Damit ein aktiviertes
Rhodopsin nicht in der gesamten Zelle die Ionenkanile schliefit, ist die Diffusion der Proteine
der Signalkaskade durch die Disks eingeschrankt. Innerhalb der Reichweite eines aktivierten
Rhodopsins von etwa 50 Disks 16st die Stdbchenzelle keinen weiteren Sehimpuls aus [Miiller und
Kaupp, 1998].

2& 1:3000 1:1 1:2000
/\ X /\ /'\
R R* T T* PDE PDE* cGMP —— GMP
\_/ \/

Abbildung 2: Schematische Enzymkaskade: ein Rhodopsin (R) wird durch ein Photon lichtaktiviert (R*)
und aktiviert bis zu 3000 Transducine (T*), welche jeweils eine Phosphodiesterase (PDE™) aktivie-
ren. PDE* hydrolisiert bis zu 2000 zyklische Guanosinmonophosphate (cGMP). Diese schliefsen
Ionenkanile im dufieren Segment der Zelle, welche hyperpolarisiert.

2.1.1 Organisation von Rhodopsinmembranen

Im dufieren Segment der Stibchenzellen sind die Disks gestapelt. Diese Disks sind geschlossene
Organellen, in welchen nahezu ausschliellich Rhodopsin mit einer Dichte von ca. 30000 pwm 2
vorkommt. Die Membran der Disks besteht zum einen aus Rhodopsin und zum anderen aus
Lipiden, welche sich aus 41.6 £ 2.6% Phosphatidylethanolamin, 13.7 + 2.1% Phosphatidylserin,
2.5+ 0.8% Phosphatidylinositol und 45.3 & 3.2% Phosphatidylcholin bei einem Cholesterin/Phos-
pholipidverhéltnis von 0.11 zusammensetzen [Boesze-Battaglia und Schimmel, 1997]. Die Lipide
sind asymmetrisch {iber die beiden Membranen der Lipiddoppelmembran der Disks verteilt
[Hessel et al., 2001]. Eine Disk aus Kuhaugen hat einen Durchmesser von 1.5 um und besitzt damit
etwa 50000 Rhodopsinproteine pro Diskseite [Liebman et al., 1987].

Wie das Rhodopsin in der Membran organisiert ist, ist ein Gegenstand aktueller Forschung.
Wiahrend Messungen in fritheren Jahren darauf hindeuteten, daf$ das Rhodopsin frei in der
Membran der Disks diffundiert [Poo und Cone, 1974], zeigen aktuellere Rasterkraftmikroskop*
Messungen die Anordnung des Rhodopsins in einem parakristallinen Gitter [Fotiadis et al., 2003]
(Abb. 1C).

2.1.2  Struktur des Rhodopsins

Das Rhodopsin ist ein G-Protein gekoppelter Rezeptor mit einer Gréfe von 38 kDa. Es gehort
zur Superfamilie der Sieben-Transmembranhelikalen-Rezeptoren, welche grofitenteils fiir die

Atomic Force Microscopy - AFM
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Abbildung 3: Sekundarstrukturmodell von Rhodopsin auf Grundlage ihrer Kristallstruktur [Palczewski et al.,
2000]. Wichtige Strukturelemente sind farbig markiert. Griin: D(E)RY-Motiv, Gelb: NPxxYs gF-
Motiv, Schwarz: Retinalbindungsstelle, Lila: Komplexes Gegenion, Rot: Disulfidbriicke, Blau:
Cysteinbindungsstelle fiir Fluoreszenzmarker an H8.

Wahrnehmung der Umgebung von Zellen zustiandig sind. G-Protein gekoppelte Rezeptoren sind
membranstidndige Rezeptoren, welche Molekiile (Liganden) erkennen und durch die Bindung
des Liganden aktiviert werden. Im Falle des Rhodopsins ist der Ligand im Ausgangszustand
bereits kovalent am Rezeptor gebunden und hilt ihn in der inaktiven Konformation. Daher wird
dieser Ligand inverser Agonist genannt. Die Aktivierung des Rhodopsins geschieht durch die
Absorption eines Photons durch den Liganden Retinal. Das Rhodopsin aus Rinderaugen ist das
erste Protein aus der Gruppe der GPCRs von Vertebraten, dessen dreidimensionale Struktur
(Tertidrstruktur) mittels Rontgenstrukturanalyse im Jahre 2000 gelost wurde [Palczewski et al.,
2000]. Von Rhodopsin existieren inzwischen mehrere Kristallstrukturen, sowohl im Grund- als
auch im aktiven Zustand (u.a. Scheerer et al. [2008], Topiol und Sabio [2009], Choe et al. [2011]).
Der Proteinteil des Rhodopsins wird Opsin genannt und besteht aus sieben transmembranen
Helizes und einer achten Helix, welche an der cytoplasmatischen Seite auf der Oberflache der
Membran liegt. Sie sind miteinander durch flexible Aminosdureketten, den Schleifen, verbunden.

Wichtige Strukturelemente in Rhodopsin

Fiir die Stabilitdt und korrekte Faltung des Rezeptors ist die Disulfidbriicke zwischen den Amino-
sduren Cys110 und Cys187 essentiell [Karnik und Khorana, 1990].

Das Retinal ist kovalent tiber eine protonierte Schiffsche Base [Oseroff und Callender, 1974] am
Lys296 des Opsins an der Helix 7 gebunden (Abb. 3). Im nicht-aktivierten Zustand (Dunkelzustand)
liegt das Retinal in der 11-cis-Konformation vor. Die protonierte Schiffsche Base (PSB) wird durch
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N-Terminus

Abbildung 4: Uberlagerte Tertidrstrukturen von Rhodopsin (blau PDB 1u19) und der aktiven Meta-IT Struktur
(rot PDB 3PXO). Die gestrichelte rote Linie deutet den in der aktiven Meta-II Struktur nicht
aufgelosten C-Terminus an.

ein komplexes Gegenion - bestehend aus Glu113 von Helix 3 und Glul81 von der extrazelluldren
Schleife 2 - stabilisiert. Es wird angenommen, daff Glul81 wahrend der Proteinreaktion nach
Lichtanregung in den inaktiven Vorlduferintermediaten die Funktion des Gegenions tibernimmt
[Liideke et al., 2005]. Bei der Aktivierung von Rhodopsin werden komplexe Protonierungschritte
durchfiihrt, an dessen Ende die PSB deprotoniert und Glul13 protoniert vorliegt.

Das konservierte D(E)RY-Motiv (Abb. 3 in griin) ist an der cytoplasmatischen Seite der Helix 3
(im Rhodopsin: Glul34, Argl35, Tyr136) lokalisiert. Es ist Teil eines weiteren Wasserstoffbriicken-
netzwerks (H3-H6 Netzwerk) von Rhodopsin, in dem Glu247 und Thr251 von Helix 6 beteiligt
sind. Dieses Netzwerk wird auch ionic lock genannt. Es stabilisiert die Rhodopsinkonfiguration
im Ausgangszustand. Das Glu134 wird nach Aufnahme eines Protons von der cytoplasmatischen
Seite protoniert [Arnis et al., 1994]. Neueren Studien zufolge ist es von der Zusammensetzung der
Lipiddoppelschicht bzw. der Detergenzumgebung abhédngig, ob Rhodopsin die Protonierung des
Glul34 benétigt, um in das aktive Meta-II-Intermediat wechseln zu kénnen [Mahalingam et al.,
2008]. Fiir die Bindung des Peptidankers von Transducin wird aber die durch die Protonierung
ausgeloste Konformationsanderung benotigt. Wie diese aussieht, kann anhand der kristallisierten,
aktiven Meta-II Struktur nachvollzogen werden [Choe et al., 2011]. In dieser ist die Salzbriicke
zwischen Glu134 und Arg135 aufgebrochen. Ebenso ist mit der Trennung der Verbindung zwischen
Arg135 und Glu247 die Verbindung der Helizes 3 und 6 getrennt. Helix 6 kippt um 6 — 7A nach
auflen und stabilisiert seine neue Lage mit der Neukniipfung von Wasserstoffbriicken mit Helix 5,
welche in der aktiven Struktur am cytoplasmatischen Ende um 2 — 3A zur Helix6 kippt und
nahezu parallel zu ihr liegt. Sie ist auflerdem verldngert ist und ragt in die cytoplasmatische Seite
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C-Terminus

Abbildung 5: Das TM3-TM6 Netzwerk (orange) ist mit dem D(E)RY-Motiv verkniipft und das H1-H2-H7
Netzwerk (Magenta) mit dem NPxxY5 ¢F-Motiv. Das H3-H5 Motiv (griin) interagiert mit dem
-Ionon Ring des Retinals (schwarz). In blau ist das Lys296, an welchem das Retinal tiber eine
protonierte Schiffsche Base verbunden ist. Die beiden anderen blauen Aminoséduren bilden das
dazugehorige komplexe Gegenion (Glu113 und Glu 181).

hinein und bildet mit Helix 6 ein Helixpaar. Arg135 wird von Tyr223 (Helix 5) stabilisiert und bildet
eine Interaktion mit dem Gt«-C-Terminus von Transducin aus [Scheerer et al., 2008] (Abb. 4).

Das konservierte NPxxY(x)s5 sF-Motiv (Abb. 3 (gelb), Abb. 5 (mangenta)) befindet sich an der
cytosolischen Seite von Helix7 und geht in Helix 8 iiber. Das Motiv ist sowohl an der Meta-II
Bildung als auch an der Bildung der Bindungstasche fiir das Transducin beteiligt. Beim Y(x)s5 gF-
Teilmotiv ist nur im Dunkelzustand von Rhodopsin zwischen den Aromaten des Tyr306 und
Phe313 eine hydrophobe Interaktion zu beobachten, welche Helix 7 und 8 stabilisiert. Bei Muta-
genesestudien wurde gezeigt, dafS der Peptidanker von Transducin keine Bindungsaffinitit zu
Rhodopsinmutanten ohne die aromatischen Aminosduren besitzt, wobei die Bildung von Meta-II
bei Nichtvorhandensein der Aromaten erleichtert ist [Fritze et al., 2003]. Das NP - Teilmotiv gehort
zu dem Wasserstoffbriickennetzwerk TM1-TM2-TM7, an welchem unter anderem die in GPCRs
hochkonservierte Aminosdure Asp83 beteiligt ist [Nagata et al., 1998, Lehmann et al., 2007] und
mit dem Wasserstoffbriickennetzwerk der Schiffschen Base in Kontakt steht.

In der Ndhe des 3-Ionon Rings des Retinals besteht ein weiteres Wasserstoffbriickennetzwerk
H3-H5 (Glul22, Trp126, His211). Nach der Isomerisierung des Retinals verdndert sich die Lage des
Retinals und der 3-Ionon Ring zerstort dabei die Verbindung zwischen Helix3 und 5, was fiir die
Bildung von Meta-II wichtig ist [Vogel et al., 2005].

19



0.5
@) 0.4
9 aktives
N 4 Metarhodopsin-II . .
N 03 Intermegiat inaktiver
g Dunkelzustand
= 0.21
o
D
< 011

0.0

300 400 500 600
Wellenlange (nm)

Abbildung 6: Absorptionsspektren von Rhodopsin in Membranfragmenten im inaktiven Dunkelzustand
(schwarz) und im lichtaktivierten Meta-II Intermediat (rot). Das Absorptionsmaximum des {iber
eine protonierte Schiffsche Base gebundenen Retinals liegt beim Dunkelzustand bei 498 nm. Der
Extinktionskoeffizient ist € = 40600 (mol-cm)~! und die molare Masse des Apoproteins liegt bei
etwa 38 kDa [Daemen et al., 1972]. Nach Lichtaktivierung verschiebt sich das Absorptionsmaximum
durch die Deprotonierung der PSB nach 380 nm.

Die amphiphilische Helix 8 spielt beim Aktivierungsprozess ebenfalls eine wichtige Rolle. Fourier-
Transformations-IR-Spektroskopie (FTIR) Messungen des Rezeptors deuten darauf hin, dafs sie im
aktiven Meta-II-Intermediat sich teilweise entfaltet [Lehmann et al., 2007]. In Fluoreszenzdepolari-
sationsmessungen wurde gezeigt, daf sich die sterische Einschrankung von Fluoreszenzmarkern,
welche am Cys316 angebracht wurden, im Meta-II-Intermediat erhoht [Mielke et al., 2002, Alexiev
et al., 2003]. Die Kristallstruktur des Opsins mit synthetischem Gt -Peptid zeigt, dafl Helix 8 ge-
geniiber der Struktur im Dunkelzustand die gleiche Lange und nahezu die gleiche Position besitzt,
aber als Teil des NPxxYs5 gF-Motivs mit dem D(E)RY-Motiv und dem gebundenen Gt«-Peptid in
einem ausgedehnten Wasserstoffbriickennetzwerk verbunden ist [Scheerer et al., 2008].

2.1.3 Funktionszyklus des Rhodopsins

Das Retinal hat im Dunkelzustand sein Absorptionsmaximum bei 498 nm. Die Photoreaktion des
Rhodopsins wird mit Anregung des Retinals durch Absorption eines Photons gestartet. Das Retinal
isomerisiert dabei von 11-cis in die all-trans Konformation. Das Protein durchlduft wahrend der
Photoreaktion mehrere Absorptionsdnderungen, welche verschiedenen Rhodopsinintermediaten
entsprechen, bis es im aktiven Intermediat Meta-1I die Signalkaskade tiber Transducinaktivierung
in Gang setzt (Abb. 7).

Bei Anregung des Rhodopsins bei tiefen Temperaturen lassen sich einige Intermediate (Bathor-
hodopsin, Lumirhodopsin, Metarhodopsin I und 1II) einfangen, die Intermediate Photorhodopsin
und das blauverschobene Rhodopsinintermediat® dagegen nicht [Lewis und Kliger, 1992].

Das erste Intermediat, das Photorhodopsin, ist ein Zwischenprodukt (200 ps [Schoenlein et al.,
1991]), welches auf dem Weg zum Bathorhodopsin gebildet wird. Es zeichnet sich dadurch aus, daf8
bei Lichtanregung das Retinal in den angeregten Zustand tibergeht, welcher in etwa 50 fs zerfallt.
Es durchlduft Konformationsdnderungen, wobei beim Photorhodopsinintermediat die C11-C12
Bindung bereits isomerisiert, das Retinal an sich aber noch nicht relaxiert ist [Kukura et al., 2005].

Blue-shifted Intermediat (BSI)
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Abbildung 7: Photozyklus von Rhodopsin. Dieser besteht aus spektral unterscheidbaren Intermediaten, deren
Absorptionsmaxima Am qx unter den jeweiligen Intermediaten dargestellt sind. Bei Lichtanregung
isomerisiert das Retinal von 11-cis nach all-trans und tiber mehrere Vorlduferintermediate geht
Rhodopsin in das aktive Meta-II Intermediat iiber, welches dann mit dem G-Protein interagiert. In
diesem Intermediat wird die Schiffsche Base der Bindungsstelle des Retinals deprotoniert und das
Retinal trennt sich vom Opsinrest, welcher anschlieffend wieder mit 11-cis Retinal regeneriert wird.

Die Relaxation des Retinals in die all-trans Form ist etwa nach einer Picosekunde abgeschlossen
und endet im Bathorhodopsinintermediat. Das BSI und das Lumiintermediat zeichnen sich durch
weitere Anderungen des Rhodopsins im Bereich des Retinals [Jager et al., 1997] und insbesondere
der Interaktion der 9-Methyl Gruppe [Ganter et al., 1989], der 13-Methyl Gruppe [Ganter et al.,
1990] und des B-Ionon-Rings des Retinals mit dem Opsin aus, welche strukturelle Anderungen der
Transmembranhelizes induzieren (Abb. 4). Beim Ubergang von Lumi nach Meta-I verschwindet
die Interaktion der 9-Methyl Gruppe mit der Proteinumgebung [Shichida et al., 1991].

Zwischen dem inaktiven Meta-I und dem aktiven Meta-II Intermediat herrscht ein Gleichge-
wicht, welches unter anderem von Temperatur und pH-Wert abhingig ist. Diese Eigenschaft
ist wichtig fiir experimentelle Untersuchungen am Rhodopsin. Bei niedrigen Temperaturen und
hohem pH ist das Gleichgewicht nahezu vollstindig beim Meta-I Intermediat. Das andert sich
bei Zugabe vom G-Protein. Das Gleichgewicht verschiebt sich dadurch zum aktiven Intermediat.
Dieses durch das G-Protein zusitzlich induzierte Meta-1I wird Extra Meta-II genannt. Der Uber-
gang vom inaktiven Intermediat Meta-I zum aktiven Intermediat Meta-II ist spektroskopisch gut
nachzuvollziehen. Das Maximum der Absorptionswellenldnge schiebt sich um etwa 100 nm zu
380 nm. Diese Verschiebung wird durch die Deprotonierung der Schiffschen Base ausgelost, das
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Retinal selbst absorbiert im ungebundenen Zustand bei 360 nm. Das Proton wird vom Glul13,
welches im Ausgangszustand mit dem Glul81 zusammen als komplexes Gegenion die Schiffsche
Base stabilisiert, aufgenommen.

Durch Hydrolyse zerfillt das Rhodopsin aus dem Meta-1/Meta-II Gleichgewichtszustand in
Opsin und all-trans Retinal. Dieses kann durch zwei verschiedene Arten geschehen. Die meisten
Rhodopsine zerfallen unter sauren oder neutralen pH-Bedingungen direkt durch Hydrolyse in
die beiden Endprodukte Opsin und all-trans Retinal. Bei basischem pH-Werten wird der andere
Weg bevorzugt, welcher das Rhodopsin tiber das Meta-III-Intermediat (Apmetarrr = 470 nm) fiihrt.
Dieses zerfillt im Zeitraum von Minuten ebenfalls zu Opsin und all-trans Retinal. Weitere Studien
ergaben, dafs Meta-III direkt aus dem inaktiven Meta-I-Intermediat gebildet wird und mit diesem
im Gleichgewicht steht [Vogel et al., 2003, 2004, Bartl und Vogel, 2007].

Durch die Trennung von Retinal und Opsin hat das Rhodopsin keinen geschlossenen Photo-
zyklus. Das Rhodopsin wird durch Regeneration von Opsin und 11-cis Retinal wieder in den
Ausgangszustand tiberfiihrt.

Die initiale Weiterleitung des Signals des enzymatisch aktiven Rhodopsin (Meta-II) erfolgt tiber
ein Guanosintriphosphat (GTP) - bindendes Protein (G-Protein), welches im Falle des Rhodopsins
das Transducin ist. Dieses aktiviert die Phosphodiesterase (PDE), welches dann das zyklische
Guanosinmonophosphat (cGMP) spaltet. Diese Enzymkaskade fiihrt zur anschliefenden Hyper-
polarisierung der Membran und zur elektrischen Weiterleitung des Signals ans Gehirn. Diese
Enzymkaskade verstdrkt das Signal eines aktivierten Rhodopsin in zwei der drei Schritte: Ein
aktives Rhodopsin kann etwa 3000 Transducine aktivieren und eine aktive PDE kann ca. 2000
c¢GMPs spalten (Abb. 2). Durch diese Enzymkaskade ist die Stidbchenzelle in der Lage, mit einem
einzigen aktivierten Rhodopsinprotein einen Sehimpuls im Gehirn zu erzeugen.

2.1.4 Funktionszyklus des G-Proteins und Signalweiterleitung

Das G-Protein Transducin ist ein Heterotrimer und besteht aus drei Untereinheiten, der Gy, G13
und Gty-Untereinheit (Abb. 8). In der katalytischen Gta Untereinheit ist Guanosindiphosphat
(GDP) gebunden, die beiden anderen Untereinheiten existieren unter physiologischen Bedingungen
nur als Einheit (G1p7y).

Das Transducin besitzt drei Ankerstellen: die y-Untereinheit ist farnesyliert und carboxymethy-
liert [Fukada et al., 1990], die a-Untereinheit heterogen acyliert [Bigay et al., 1994, Neubert et al.,
1992, Kokame et al., 1992]. Die «-Untereinheit besitzt zusitzlich einen Peptidanker, welcher an das
aktivierte Rhodopsin bindet. Dieser Peptidanker dndert seine Sekundérstruktur von ungeordnet
nach «-helikal bei Bindung an das aktivierte Rhodopsin [Koenig et al., 2002]. Nach Bindung
an das aktive Rhodopsin wird ein Austausch von GDP mit GTP initiiert. Der Komplex zerféllt
anschlieffend in Gt — GTP (Gyo*) und G1pvy. Das aktive Rhodopsin ist danach frei, um weitere
Transducine zu binden und zu spalten. Das Gyo* aktiviert anschlieffend das ndchste Glied in der
Anregungskaskade, die membranstandige PDE. Diese besitzt eine inhibitorische Einheit, welche
durch jeweils ein Gta* gebunden wird. Darauthin wird die PDE aktiv und hydrolisiert mit einer
Wechselzahl von bis zu 2000 pro Sekunde cGMP. Das cGMP hilt Kationenkanile in der Stabchen-
zelle offen, bei sinkender Konzentration von cGMP schlieSen sich diese und die Konzentration von
NaTund K* Ionen nimmt ab. Dadurch wird die Membraninnenseite an dieser Stelle negativer und
hyperpolarisiert. Die Hyperpolarisation wird dann passiv vom dufSeren Segment zum synaptischen
Ende der Zelle weitergeleitet, von wo sie aus weiter als elektrisches Signal ins Gehirn geleitet wird
(Abb. 2 auf Seite 16).
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y-Untereinheit

cytoplasmatische Diskmembranoberflache

Abbildung 8: Transducin. Die x-Untereinheit ist in beige mit GDP in rot, die 3-Untereinheit ist in tiirkis. Die
v-Untereinheit ist griin. Die Membranankerstellen sind als graue Ovale dargestellt (PDB: 1got).
Der Peptidanker der a-Untereinheit ist in der Bindungskonformation (als a-Helix rot umrandet)
dargestellt (PDB: 3dgb).

C-terminale Domane N-terminale Doméane

Abbildung 9: Tertidrstruktur von Arrestin (ICF1): Erkennbar sind die kuppelférmigen Strukturen (blau und
rot) in der gestreckten (und ungebundenen) Form von Arrestin, welche durch p3-Faltblatter geformt
werden und durch hydrophobe Interaktionen stabilisiert werden. Als griine Punkte erkennbar ist
der polare Kern.
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2.1.5 Deaktivierung der Signalkaskade

Nach der Signalweiterleitung muf lichtaktiviertes Rhodopsin inaktiviert werden, damit die Enzym-
kaskade stoppen und sich regenerieren kann. Die Inaktivierung des lichtaktivierten Rhodopsins
wird tiber zwei Schritte vollzogen. An das lichtaktivierte Rhodopsin bindet in Konkurrenz zum
Transducin die Rhodopsinkinase (RK) und phosphoryliert Threonine und Serine am C-Terminus
des Rhodopsin, von denen neun identifiziert wurden [Pfister et al., 1983, Kithn und Wilden, 1982].
Die erste Phosphorylierung durch die RK geschieht im Zeitraum von etwa 100 ms nachdem das
Rhodopsin in das aktiven Meta-II Intermediat {ibergegangen ist. Die Bindungsaffinitit des Trans-
ducins wird dadurch ein wenig gesenkt. Bei Phosphorylierung von mindestens drei Serinen oder
Threoninen kann ein anderes Protein, das Arrestin, mit sehr hoher Affinitdt an das phosphorylierte
Rhodopsin binden und verhindert damit effektiv eine weitere Aktivierung von Transducinen
[Kihn et al., 1984, Mendez et al., 2000]. Aktuell werden fiir Arrestin zwei Sensoren postuliert,
welche zum einen die Phosphorylierung des C-Terminus von Rhodopsin und zum anderen die
Konformation der cytoplasmatischen Oberfldche erkennen sollen. Der Phosphatsensor ist mit
den Aminosduren Argl75 und Asp296 bereits identifiziert worden [Gurevich und Benovic, 1995,
Granzin et al., 1998, Hirsch et al., 1999] und Teil des eines wichtigen Motivs, dem polaren Kerns®
(Asp30, Argl75, Asp296, Asp303, Arg382 [Vishnivetskiy et al., 1999]) von Arrestin (Abb. 9). Der
Konformationssensor wurde aber bisher nicht eindeutig identifiziert. Die jeweilige Bindung eines
der beiden Sensoren fiihrt zu einer Bindung mit niedriger Affinitdt zu aktivierten, phosphorylierten
Rhodopsin [Gurevich und Benovic, 1993]. Sind aber beide Sensoren an der Bindung beteiligt,
ist die Bindungsaffinitat grofier als die Summe beider Teilaffinitdten, was auf einen komplexen
Erkennungsmechanismus hinweist.

2.2 Bakteriorhodopsin

Bakteriorhodopsin (bR) findet man in der Plasmamembran des salzliebenden Bakteriums Halob-
acterium Salinarum. Das Protein hat eine Grofie von 24 kDa und ist von intensiv violetter Farbe.
Aufgrund dieser Farbe werden die Membranbereiche, in denen es konzentriert und in kristalliner
Form vorkommt, auch Purpurmembran genannt. Bakteriorhodopsin ist eine Protonenpumpe, die
Protonen nach Lichtaktivierung von der cytoplasmatischen zur extrazelluldren Seite pumpt. Durch
den entstehenden Protonengradienten wird u.a. Energie fiir die Synthetisierung von ATP, welches
der universelle Energielieferant von Zellen ist, bereitgestellt.

221 Struktur des Bakteriorhodopsin

bR ist ein Protein mit sieben transmembranen Helizes und einem kovalent gebundenen Retinal. Es
gehort zu den membranstédndigen Rezeptoren, ist aber im Gegensatz zu Rhodopsin kein GPCR. Es
wurde 1971 entdeckt [Oesterhelt und Stoeckenius, 1971]. Aufgrund ihrer kristallinen Anordnung
wurde die elektronische Struktur 1975 mittels Elektronenmikroskopie gelost [Henderson und
Unwin, 1975], aus welcher das Strukturmodell ermittelt wurde. Die Aminosduresequenz wurde
1979 bestimmt [Khorana et al., 1979]. Die erste Kristallstruktur wurde 1998 von [Pebay-Peyroula
et al., 1997] ermittelt.

Das Retinal ist am Lys216 des bR tiber eine protonierte Schiffsche Base (PSB) gebunden und
liegt als Chromophor im Inneren des Proteins zwischen den Helizes. Das Absorptionsmaximum
des freien Retinals bei 380 nm ist durch die Bindung rotverschoben und liegt bei ca. 570 nm.

polar core
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cytoplasmatische Seite 2 s ©

Abbildung 10: Sekundérstruktur und Tertidrstruktur von bR. Oben: Schwarz: Retinalbindungsstelle, Griin:
interner Protonenakzeptor, Rot: interner Protonendonor, Blau: bR-Mutanten fiir die Messung
von Schleifendynamiken, in diesen Mutanten sind die jeweiligen Aminosduren durch Cystein
ersetzt worden. Unten: Tertidrstruktur von bR (PDB: 1iw6). Die Transmembranhelizes A-G sind
folgendermafien geordnet: A (gelb), B (orange), C (rot transparent), D (lila), E (blau), F (ttirkis), G
(hellgrtin). Das Retinal (schwarz) ist im Inneren des Proteins an TM7 (Lys216) gebunden.
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2.2.2  Funktionszyklus des Bakteriorhodopsin

Bakteriorhodopsin besitzt einen vollstindigen Photozyklus (Abb. 11), welcher bei Raumtemperatur
nach etwa 10 ms abgeschlossen ist. Wahrend eines Zyklus wird ein Proton von der cytoplas-
matischen Seite zur extrazelluldren Seite gepumpt. Dieser Pumpmechanismus ist kein einfacher
Transport eines einzelnen Protons durch das Protein, vielmehr wird dieser wahrend des Photozy-
klus tiber mehrere Zwischenschritte vollzogen.

13-cis, 15-syn 555nm
protoniert

Deprotonierung % fs
Asp 85 BR

T s N

O r

S
640nm 13-trans, 15-anti 625nmx\ P
Reprotonierung protoniert
Asp 96 ms K
N’ 590nm
520nm ps
Reprotonierung der X 1
Schiffschen Base L 13-?3,_ 1s-ant|
durch Asp 96 protonie
550nm
+ N us -Deprotonierung

der Schiffschen Base

; 520nm
zytoplasmatisch -Protonierung Asp 85

M,
ms /412nm
M’ M, |
412nm €C——~412nm (L L

13-cis, 15-anti
.. deprotoniert
extrazellular

H+
Abbildung 11: Photozyklus von bR. Dieser besteht aus spektral unterscheidbaren Intermediaten, dessen A ax
unter den jeweiligen Intermediaten dargestellt sind. Bei Lichtanregung isomerisiert das Retinal
nach 13-cis und geht tiber einige Vorlduferintermediate mit der Deprotonierung der Schiffschen
Base in das aktive M-Intermediat tiber. Dieses besteht aus spektral nicht zu unterscheidenden
Unterzustdnden. Ein Proton wird an die extrazelluldre Seite abgegeben und im N-Intermediat

von der cytoplasmatischen Seite wieder aufgenommen. Von N—O isomerisiert das Retinal wieder
zuriick und bR geht wieder in den Grundzustand zurtick.

Als erstes wird ein Proton an die extrazelluldre Seite abgegeben. Dieses stammt von der PSB und
wird zundchst an das Asp85, dem Gegenion zur PSB und dem Protonenakzeptor, transferiert und
dann an die extrazelluldre Seite weitergeleitet. Im zweiten Schritt wird der interne Protonendonor
Asp96 mit Hilfe von Bewegungen der Helizes F und G von der cytoplasmatischen Seite protoniert,
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welcher dann die Schiffsche Base reprotoniert. Im Ausgangszustand liegt das bR heterogen
mit Retinalen in der all-trans Form und der 13-cis, 15-syn Form im Verhéltnis 34:66 vor. Bei
Lichtanregung isomerisieren nur die Retinale von der all-trans zur 13-cis, 15-anti Konformation.
Im anschlieBenden Photozyklus geht das bR tiber mehrere spektroskopisch unterscheidbare
Intermediatzustdnde (A qx der einzelnen Intermediate sind in Abb. 11 dargestellt) K und L in
den angeregten Zustand M, in der das Proton der Schiffsche Base zum Asp85 transferiert wird
und dann deprotoniert vorliegt [Gerwert et al., 1990]. Das M-Intermediat besteht aus zwei bis
drei, spektroskopisch nicht unterscheidbaren Unterzustinden, in welcher die Zugdnglichkeit der
Schiffschen Base sich d@ndert. Die Protonenabgabe aus der Nahe von Glu194 und Glu204 an die
extrazellulédre Seite findet bei einem pH>5.8 nach einer Millisekunde statt [Zimanyi et al., 1992].
Bei niedrigerem pH passiert dies erst im Schritt O — BR. Mit Reprotonierung der Schiffschen Base
durch den internen Protonendonor Asp96 kehrt bR [Otto et al., 1989, Gerwert et al., 1989] tiber
die Intermediate N (Reprotonierung der Asp96 durch ein Proton von der cytoplasmatischen Seite
[Gerwert et al., 1990]) und O wieder zuriick in den Ausgangszustand. Die Reisomerisierung des
Retinals findet im Schritt O — BR statt.

2.3 Dynamik von Proteinen

Ein Protein besteht aus Aminosduren, welche linear miteinander verbunden sind. Die Sequenz
der Aminosduren wird Primérstruktur genannt. Die lokale Anordnung der Aminosduren nennt
man Sekundérstruktur. Eine Aminosdurekette kann ungeordnet vorliegen, sie kann auch geord-
nete Strukturen wie eine helikale Struktur (z.B. a-Helix) oder Faltblattstruktur (z.B. 3-Faltblatt)
ausbilden. Die Stabilisierung dieser Strukturen wird durch Wasserstoftbriickenbindungen rea-
lisiert. Die Tertidrstruktur zeigt die rdumliche Anordnung der Sekundérstrukturelemente, sie
entspricht der Kristallstruktur von Proteinen. Sie wird sowohl durch Wasserstoffbriicken stabili-
siert als auch durch Disulfidbriicken zwischen zwei Cysteinen, Ionenbindungen und hydrophobe
Wechselwirkungen. Die Quartarstruktur stellt die raumliche Anordnung mehrerer unabhéngiger
Aminosduresequenzen dar. Diese konnen Untereinheiten sein, welche erst bei Zusammenschluss
ein funktionales Protein ergeben.

Proteine konnen unter bestimmten Bedingungen ihre Sekundar-, Tertidr- und Quartarstruktur
verdandern. Diese liegen meist in der Funktion der Proteine begriindet. Membranproteine konnen
wie z.B. bR Protonen pumpen, indem sie an der extrazelluldren Seite ein Proton abgeben und
anschlieflend ein Proton von der intrazelluldren Seite aufnehmen. Viele GPCRs nehmen einen
Liganden von der extrazelluldren Seite auf, welcher eine Anderung der Tertidrstruktur auslést und
auf der intrazelluldren Seite die Bindungsaffinitdt des G-Proteins signifikant erhoht.

Daher ist es von Interesse, die stattfindenden Verdnderungen nachzuvollziehen und zu verste-
hen. Aus Kiristallstrukturen von Rontgenbeugungsexperimenten ldfst sich eine Struktur mit einer
Auflosung im Angstrombereich darstellen, aber nur in einem starren Zustand und von unflexiblen
Bereichen im Protein. Als weitere Stukturbestimmungsmethode wird die Kernspinresonanzspek-
troskopie eingesetzt. Diese kann im Gegensatz zur Rontgenstrukturanalyse iiber longitudinale-
oder Spin-Gitter-Relaxation (T1) und transversale- oder Spin-Spin-Relaxation (T2) zeitaufgeltste
Aussagen fiir die Proteine machen, wobei die Proteingrofie bei diesem Verfahren im Vergleich zur
Rontgenstrukturanalyse ein Problem darstellt [Cemazar und Craik, 2006]. Eine Kristallisation der
Proteine ist nicht notwendig, fiir die Messungen werden deuterierte Losungsmittel eingesetzt.

Fiir Elektronenspinresonanzmessungen in Proteinen benttigt man paramagnetische (mit einem
oder mehreren ungepaarten Elektronen) Molekiile als Marker, welche sich zum Messen eignen.
Diese konnen ortsspezifisch in Proteinen an die Thiolgruppe eines Cysteins angebracht werden.
Experimentell nutzt man den Zeeman Effekt aus, welcher in paramagnetischen Molekiilen bei Anle-
gen eines Magnetfeldes die Entartung der Energieniveaus der Elektronen aufhebt. Mit Absorption

27



eines elektromagnetischen Wechselfeldes werden die Energiedifferenzen dieser Energieniveaus
gemessen, wobei man mit variablen Magnetfeldstirken bei festem Wechselfeld arbeitet.

Die Wechselwirkung von Atomkern und ungepaartem Elektron spaltet die Energieniveaus in Hy-
perfeinstrukturen auf, welche gemessen werden konnen. Aus ihr kénnen Parameter wie sterische
Einschrankung und Beweglichkeit der Spin-Marker qualitativ aus der Form der Niederfeldkom-
ponente der Hyperfeinaufspaltung erhoben werden (Abb.12B). Um quantitative Parameter zu
erhalten, miissen die EPR-Marker mit passenden Umgebungsparametern am Computer simuliert
und mit den experimentellen Daten verglichen werden. Die Parameter zur Beweglichkeit des
Spinmarkers sind der Ordnungsparameter S und die Rotationskorrelationszeit . Der Ordnungspa-
rameter kann Werte zwischen 0 (mobil) und 1 (immobil) annehmen. In Abb. 12B sind die dafiir
charakteristischen Banden markiert mit & und 3 zu sehen. Mittels verschiedener Techniken wie
DEER (Double Electron Electron Resonance) oder MQC (Multiple Quantum Coherence) ist es auch
moglich, Abstande von zwei EPR-Markern zu bestimmen. Dabei kénnen Abstiande bis zu 8 nm
aufgelost werden [Schiemann und Prisner, 2007]. Auch sind zeitaufgeloste EPR-Messungen mit
einer Zeitauflosung von zu 100pus moglich [Volkov et al., 2009, Alexander et al., 2008, Knierim
et al., 2007]. Eine detaillierte Ubersicht ist im Review von Klare und Steinhoff [2009] zu finden.

mobil, anisotrop
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Abbildung 12: Vergleich der Messungen der Anisotropie von Fluoreszenzdepolarisationsmessungen (A) und
aus EPR-Messungen (B). A: Die blaue Kurve ist aus einer Messung von freien Farbstoff. Sie zeigt
einen einfach-exponentiellen Anisotropiezerfall, dessen Zeit die Rotationskorrelationszeit des
Farbstoffes ist. Die dreifarbige Kurve ist von einer Messung eines kovalent gebunden Farbstoffes
an einem Protein und wird mit drei Exponentialfunktionen gefittet. Die drei Zeiten entsprechen
der Farbstoffbewegung, der Proteinsegmentdynamik und der Rotation des gesamten Molekiils.
Der Offset entspricht den Konformationsraum. B: Zwei EPR-Kurven zeigen oben einen mobilen
EPR-Marker mit einer schnellen Rotationskorrelationszeit und unten einen immobilen, isotropen
Marker [Kusnetzow et al., 2006].

Die Fluoreszenzspektroskopie in Proteinen wird an endogenen, in die Aminosduresequenz
eingebauten (z.B. Tryptophan), und exogenen, am Protein gebundenen (z.B. iiber Cystein gebunde-
nen), Fluorophoren durchgefiihrt. Sie werden optisch angeregt, anschlieffend wird ihre Fluoreszenz
detektiert.

Es gibt zwei konkurrierende Messmethoden, Fluoreszenzlebensdauer zu bestimmen: Messungen
im Zeitbereich und im Frequenzbereich. Bei Messungen im Frequenzbereich wird der Fluoreszenz-
marker mit einem amplitudenmodulierten Laserstrahl bestrahlt und der Phasenversatz und die
Amplitude der Fluoreszenz detektiert und daraus die Lebensdauer bestimmt. Bei Messungen im
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Zeitbereich wird die Probe mit einem Laserpuls angeregt und dann Fluoreszenzintensitat und
-lebensdauer detektiert.

Fluoreszenzmarker konnen auf Verdnderungen in ihrer Umgebung mit Anderungen in Fluo-
reszenzintensitdt und -lebensdauer reagieren. Ebenso ist es moglich, die Eigenbewegung (Rotati-
onsbewegungen) der Reportergruppe via zeitaufgeloster Anisotropiemessungen direkt aus den
gemessenen Daten zu bestimmen. Abb. 12A zeigt exemplarisch zwei zeitaufgeloste Anisotropie-
kurven, welche zum einen die Kurve von einem Fluoreszenzmarker alleine in Losung zeigt (blau).
Diese Anisotropiekurve kann mit einer Zeitkonstante direkt gefittet werden, welche proportional
zum Volumen ist. Die andere Kurve zeigt den Anisotropiezerfall eines an ein Protein gebunde-
nen Fluorophors. Ihre drei Hauptzerfallskomponenten werden durch die Eigenbewegung des
Fluorophors, des Segments und der Rotationsdiffusion des Gesamtmolekiils bestimmt.

2.4  Fluoreszenzldschung’

Die Fluoreszenz von Fluorophoren kann sich in Abhédngigkeit der Umgebung dndern. Meist kommt
es zur Loschung von Fluoreszenz, wobei hier zwei Fille unterschieden werden. Beim ersten Fall
verringert sich nur die statische Fluoreszenzintensitat und wird Statisches Quenching (Statische
Fluoreszenzldschung) genannt. Beim zweiten Fall, dem Dynamischen Quenching (Dynamische
Fluoreszenzloschung), verdndert sich zudem die mittlere Fluoreszenzlebensdauer T als auch
T*(Gleichungen 3.10 und 3.12). Die Loschung der Fluoreszenz geht mit der Ubertragung der
absorbierten Energie in einen nicht-fluoreszierenden Prozess iiberein. Im folgenden werden die
Quenchingmechanismen und dazugehorigen physikalischen Prozesse naher beschrieben.

Statisches Quenching

Beim statischen Quenching bilden Farbstoff und Quencher einen Komplex. Dieser relaxiert bei
Anregung strahlungslos wieder zuriick in den Grundzustand. Die Anzahl der Komplexe nimmt
mit steigender Konzentration von Quenchermolekiilen zu, die Loschungseffizienz ist durch die
Komplexierungsrate Kg bestimmt. Die Stern-Vollmer-Gleichungen 2.1 und 2.2 beschreiben die
Abhangigkeit der Fluoreszenzintensitit F oder der Fluoreszenzzerfallszeit T eines Farbstoffes in
Abhingigkeit der Quencherkonzentration mit

Fo _
und
To i
m =1+KplQ] (2.2)

F([Q]) ist die gemessene Fluoreszenzintensitdt bei der Konzentration [Q] und Fy die Fluo-
reszenzintensitdt des Farbstoffes ohne Quencher. Fiir die dynamische Quenchingkonstante gilt
Kp = kqTol[Q] mit kq als bimolekularer Quenchingkonstante und 7t als Fluoreszenzlebensdauer
in Abwesenheit von Quenchermolekiilen.

Beim statischen Quenching sind Anderungen der Fluoreszenzlebensdauer T nicht zu erwarten,
da die Fluoreszenzmolekiile im Komplex nicht fluoreszieren und somit keine Rolle fiir die Messung
spielen (Abb. 13A). Die unkomplexierten Fluoreszenzmolekiile besitzen dagegen keinerlei Interak-
tion mit den Quenchermolekiilen, daher sollte sich T konzentrationsabhingig nicht &ndern. Bei

7 Quenching
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zunehmender Temperatur ist durch geringere Komplexbildung eine geringere Quenchingeffizienz
zu erwarten.

FJF; 1/t

.[Q]‘

Abbildung 13: Stern Vollmer Graphen fiir A) statisches Quenching, B) dynamisches Quenching, C) einer
Kombination aus statischen und dynamischen Quenching

Dynamisches Quenching

Die Fluoreszenz kann auch dynamisch durch einen Quencher geléscht werden. Angeregte Fluoro-
phore kommen diffusionsbedingt mit den Quenchermolekiilen in Kontakt und werden strahlungs-
los deaktiviert. Die Loschung ist ebenso wie beim statischen Quenching von der Konzentration des
Quenchers abhédngig, hier wird aber nicht n3.11ur die Fluoreszenzintensitat F verringert, sondern
auch die mittleren Fluoreszenzlebensdauer © und t*. Die Elektronen im angeregten Zustand
erhalten durch den dynamischen Quencher einen zusétzlichen Deaktivierungskanal, dadurch wird
der angeregte Zustand schneller abgebaut. Bei steigender Temperatur erhélt man eine erhohte
Quenchingeffizienz (Abb. 13B).

In manchen Fillen ist die Loschung der Fluoreszenz eine Mischung aus statischen und dyna-
mischen Quenching (Abb. 13C). Fiir die Berechnung der Komplexierungsrate Kg nutzt man die
modifizierte Stern-Vollmer-Gleichung.

L (14 Ko QN1 +KsQ) 2.3)

Fiir die Berechnung von Kp nutzt man weiterhin Gleichung 2.1, da das statische Quenching
keinen Einfluss auf die Lebensdauer besitzt.

241 Energietlibertragungsmechanismen

Nach Absorption von Licht geht der Fluorophor in einen angeregten Zustand {iiber, dabei wird ein
Elektron aus dem Grundzustand in einen Zustand mit hoherer Energie iibertragen. Bei Interaktion
mit dem Quenchermolekiil kehrt der Fluorophor in den Grundzustand zuriick, ohne ein Photon
emittiert zu haben. Diese tiberschiissige Energie wird vom Quencher aufgenommen. Im folgenden
wird auf diese lang- und kurzreichweitigen Energietibertragungmechanismen eingegangen.
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Langreichweitige Energietibertragung:

Dieser Energietransfer kann durch langreichweitige Dipol-Dipol-Wechselwirkungen vermittelt
werden (Forster Resonanz Energie Transfer - FRET). Fiir den Energietransfer mittels FRET benotigt
man Donor und Akzeptor mit spektralen Uberlapp. Die Fluoreszenzbande des Donors muf
einen Uberlapp mit der Absorptionsbande des Akzeptors haben. Der Energietransfer geschieht
nicht durch Erzeugung von Photonen, sondern durch langreichweitige Dipol-Dipol Interaktionen
von Donor und Akzeptor. Wahrend beim Elektronentransfer ein Kontakt zwischen Donor und
Akzeptor notwendig ist, konnen bei FRET typischerweise Abstdnde bis zu 10 nm detektiert werden.
Die Energietransferrate kf ist stark abhdngig vom Abstand des Donor/Akzeptor Parchens und
fallt mit der sechsten Potenz ab:

Ke(r) = %(?)6 (2.4)

Ry ist der materialabhingige Forsterradius (Abstand, bei dem die Ubertragungseffizienz 50%
ist), r der Abstand zwischen Donor und Akzeptor, T die Fluoreszenzlebensdauer.

Typische Ry liegen bei 2 — 6 nm. Durch die starke Abstandsabhidngigkeit hat sich FRET als
Messinstrument fiir diese Abstdnde etabliert. Es ist moglich, diese auch zeitabhidngig zu mes-
sen. Durch seine Reichweite ist FRET gut geeignet, inter- und intramolekulare Abstinde und
Abstandsdnderungen von und in Proteinen zu detektieren.

Kurzreichweitige Energietibertragung:

Es ist auch moglich, dafl Energietransfer bei molekularem Kontakt von Fluorophor und Quencher
vonstatten geht. Dieser wird tiber die Elektronen von Fluorophor und Quencher vermittelt. Die
kurzreichweitige Energietibertragung kann durch verschiedene Mechanismen vermittelt werden,
dazu zdhlen unter anderem der Dexter-Mechanismus oder der photoinduzierte Elektronenaus-
tausch. Bei beiden ist van-der-Waals Kontakt Voraussetzung fiir die Energieiibertragung. Die
Energietransferrate (oder Quenchingrate) kg von Fluorophor und Quencher ist proportional zum
Abfall der Elektronendichte ihrer Elektronenhiillen. Diese Beziehung 14f3t sich folgendermafien
formulieren:

ke (1) = A-exp(—=B(r—rc)) (2.5)

1 ist der Abstand der Zentren von Quencher und Fluorophor, . ihre geringstmogliche Distanz.

A~10"3s7T und B ~ 1A sind die typische Parameter fiir Quencher-Fluorophorinteraktionen.
Das Verhiltnis aus Interaktions- und Zerfallsrate des angeregten Zustandes gibt die Quenchingeffi-
zienz an. In der Regel ist schon bei einem Abstand von einigen Angstrom kein Quenching mehr
zu beobachten.

Der Dexter-Energietransfer beruht auf dem Austausch von Elektronen. Vom Fluorophor (D*)
wird das angeregte Elektron auf das Quenchermolekiil (Q) tibertragen, welches dann im Austausch
ein Elektron aus seinem Grundzustand in den Grundzustand des Fluorophors (D) zuriickgibt. Der
Quencher ist im angeregten Zustand (Q’) und relaxiert - meist strahlungslos - in den Grundzustand
zuriick. Dieser Austausch kann sowohl in zwei getrennten Schritten als auch konzertiert, d.h. in
einem Ubergangszustand, stattfinden.

D*Q — D*tQ~ — DQ’ (2.6)
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Abbildung 14: Darstellung des PET Transfermechanismus mit angeregten Farbstoff F*. A: Der angeregte
Farbstoff fungiert als Elektronendonor. B: Der angeregte Farbstoff fungiert als Elektronenakzeptor
(nach Brunner [2002]).

Fiir den Transfer ist es wichtig, wie die rdumliche Anordnung der beteiligten Elektronenorbitale
ist (K), ebenso mu8 ein spektraler Uberlapp (J) vorhanden sein, damit der Austausch funktioniert.

Eine weitere Voraussetzung fiir den Elektronenaustausch ist der Gesamtspin der Tauschpartner,
welcher sich nicht dndern darf [Dexter, 1953]. Es ist daher moglich, daf8 nicht nur Elektronen
in Singulettzustinden getauscht werden, sondern auch in Triplettzustinden. Das nennt man
Triplett-Triplett Energietransfer®.

Der Akzeptor hat nach dem Austausch ein Elektron im angeregten Triplettzustand, wihrend
der Donor durch den Elektronentausch strahlungslos in den Grundzustand iibergegangen ist.
Voraussetzungen fiir den TTET ist ein Donor mit hoher intersystem crossing Umwandlungsrate, um
nach Anregung eine grofle Anzahl von Elektronen im Triplettzustand zu haben. Aufierdem muf3
der Donor eine hohere Triplettenergie besitzen als der Akzeptor.

Der Triplettzerfall wird nicht tiber die Detektion der Phosphoreszenz gemessen, sondern iiber
die transiente Absorptionsdnderungen der Triplettabsorptionsbanden [Bieri et al., 1999]. Die
Lebensdauer der Triplettzustande liegt um Grofienordnungen hoher als die Fluoreszenz im Bereich
von 100 ns bis zu mehreren ps. Protein- und Peptidfaltungsdynamiken, wie z.B. die Helixfaltung
[Thompson et al., 1997], spielen sich in diesem Zeitbereich ab.

Der Photoinduzierte Elektrontransfer Mechanismus (PET) ist eine Redox-Reaktion (Elektro-
nenaustauschreaktion) und findet nach Bildung eines Komplexes von Donor und Akzeptor (Ex-
ciplex) statt. Dabei ist eines der beteiligten Molekiile (hier der Fluorophor) durch Absorption
eines Photons im angeregten Zustand. Die Redox-Potentiale von (angeregten) Fluorophor (F*)
und Fluoreszenzldscher bestimmen, ob sie als Donor oder Akzeptor im Komplex agieren. Gilt
[EG« (F9)| < [Erea(Loscher)| (Abb.14 A), so fungiert F* als Elektronendonor. Das Elektron im
angeregten Zustand des Fluorophors geht in das niedrigste unbesetzte Orbital (LUMO) des Lo-
schers tiber (Ladungstrennung) und von dort aus in den Grundzustand des Fluorophors zuriick
(Ladungsrekombination). Gilt dagegen [E}, ; (F*)| > [Eox (Loscher)| (Abb. 14 B), so fungiert F* als
Elektronenakzeptor. Ein Elektron aus dem hochsten von Elektronen besetzte Orbital (HOMO) des
Fluoreszenzloschers geht in den Grundzustand des F* iiber, welcher dann sein angeregtes Elektron
zurtick auf den Loscher tibertragt.

Triplet-Triplet Energy Transfer - TTET
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Material und Methoden

3.1 Zeitaufgeloste Fluoreszenzspektroskopie

Fluoreszenzspektroskopische Untersuchungen an fluoreszenzmarkierten Proteinen werden mittels
zeitkorrelierter Einzelphotonenmessungen durchgefiihrt.

Fiir TCSPC-Messungen wird eine gepulste Strahlungsquelle benétigt. In dieser Arbeit wird ein
von einem Festkorperlaser Millenia V gepumpter Titan Saphir Laser (TiSa) Tsunami (beide von
Spectra Physics) genutzt, welcher auf Pulslangen von Picosekundenlidnge (1 — 2 ps) konfiguriert
ist. Der TiSa zeichnet sich durch eine grofSe Fluoreszenzbande aus, welche mit Frequenzverdopp-
lung, -verdreifachung und optisch parametrischen Oszillator (OPO) den Spektralbereich zwischen
250 — 1100 nm abdecken kann und sich damit fiir die Messung von unterschiedlichen Fluoreszenz-
farbstoffen gut eignet. Selektiv konnen einzelne Wellenldngen gewihlt werden. Die Repetitionsrate
des Lasers wird mittels Pulspicker von 82 MHz auf ca. 4 MHz heruntergetaktet, um tiberlappende
Fluoreszenzzerfille fiir die in dieser Arbeit genutzten Fluorphore zu vermeiden, diese besitzen
eine maximale Fluoreszenzlebensdauer von 10 ns (Tabelle 1).

Fiir die TCSPC-Experimente werden geringe Fluoreszenzintensititen benotigt, da traditionell
mit der TCSPC-Technik pro Puls nur das erste Photon, welches den Detektor trifft, erfasst wird. Die
Anregungsintensitdt und die Fluoreszenzmarkerkonzentration (einstelliger Mikromolarbereich)
wird so eingestellt, dafs der Detektor etwa alle 200 Anregungspulse ein Photon detektiert. Wenn
mehr als ein Photon den Detektor in einer Pulsperiode trifft, werden ab dem zweiten alle weiteren
von der MefSelektronik ignoriert und das entstehende Zerfallshistogramm verzerrt. Die entstehende
Fluoreszenzkurve gibt dann scheinbar eine verkiirzte Abklingzeit an.

Die TCSPC-Messungen wurden mit einer in einem PC eingebauten PCI-Karte SPC-830 (Becker
und Hickl GmbH) durchgefiihrt, welche im Rahmen dieser Arbeit in den bestehenden Meflaufbau
integriert wurde. Auf dieser MefSkarte sind bis auf den Vorverstirker die elektronischen Kompo-
nenten, deren Eigenschaften im nédchsten Abschnitt ndher erldutert werden, fiir die Aufnahme der
Signale integriert.

3.1.1 Messprinzip der Einzelphotonenzdhlungsspektroskopie

Messungen von Fluoreszenzzerfillen mittels TCSPC werden aus vielen Einzelmessungen zu-
sammengesetzt. Jede Einzelmessung wird mit dem Anregungspuls vom Laser gestartet. Dieser
wird an einem Strahlteiler geteilt. Ein Teil wird von einer Diode detektiert und der andere von
der Probe mit dem Fluoreszenzfarbstoff absorbiert. Der Farbstoff emittiert Photonen, welche auf
einen weiteren Detektor treffen. Die Zeitdifferenz der beiden Ankiinfte wird anschliefend in ein
Intensitits-Zeit-Histogramm eingetragen bzw. aufaddiert. Die Repetitionsrate des Lasers mufs so
eingestellt sein, dafs die Fluoreszenzzerfille sich nicht {iberlappen.

In Abb. 15 ist ein detailliertes Schema eines TCSPC-Aufbaus. Ein Teil des Laserstrahles (1) geht
durch einen kontinuierlichen Neutraldichtefilter (F) und triggert die Diode. Der andere Teil geht
zur Probe (2). Je nach Polarisationsebene des Anregungsstrahls wird dieser mit dem Fresnelrhom-
bus (FR) gedreht, anschliefSend wird der Stahl tiber einem doppeltes Neutraldichtefilterrad (DF)
abgeschwicht. Ein Glan-Taylor Polarisator steht im Stahlengang, um Photonen mit falscher Polari-
sationsebene zu filtern. Bei Anregung von lichtempfindlichen Proben wird der Strahl zuséatzlich mit
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Abbildung 15: Schematischer Aufbau eines TCSPC-Setups. Der Laserpuls wird in zwei Einzelpulse geteilt,
wobei ein Teil die Diode triggert (1) und der andere (2) die Probe anregt. Uber den Fluores-
zenzstrahlengang (3) wird die Fluoreszenz detektiert, durch die Mefselektronik registriert und
anschliefend in Fluoreszenzzerfalls- und Anisotropiezerfallshistogramme eingeordnet. Abkiir-
zungen: Fresnelrhombus (FR), doppeltes Neutraldichtefilterrad (DF), Glan-Taylor Polarisator
(GP), konkave Aufweitungslinse (DL), Kantenfilter (CF), Linse (L), Irisblende (I), Folienpolarisator
(P), mechanischer Verschluss (S), Multi Channel Plate (MCP), Zeit-Amplituden Konverter (TAC),
Constant Fraction Discriminator (CFD), Analog-Digital Wandler (ADC)

einer konkaven Linse (DL) aufgeweitet. Die Fluoreszenz der Probe (3) wird tiber einen Kantenfilter
(CF) vom Streulicht abgetrennt und dann mit einer Linse parallelisiert. Der Folienpolarisator (I)
polarisiert das Emissionslicht fiir Lebensdauer- und Anisotropiemessungen. Ein mechanischer

Verschluss (S) verhindert, daff das Multi Channel Plate (MCP) auSerhalb der Messungen dem Licht
ausgesetzt wird.

Ein detektierter Puls ist nicht 3-féormig, sondern besitzt eine endliche zeitliche Breite. Aufierdem
kann die Intensitit der Pulse unterschiedlich hoch sein. Fiir die Messungen ist es jedoch wichtig,
dafd trotz der zeitlichen Verteilung der Pulse die Start- und Stopzeiten mit hochstmoglicher
Genauigkeit definiert werden konnen. Bei TCSPC-Messungen wird dafiir der Constant Fraction
Discriminator (CFD) benutzt. Dieser teilt den Puls in zwei Einzelpulse mit unterschiedlicher
Amplitude und invertiert einen. Der andere wird zeitlich verzogert und anschliefiend werden
beide Teilpulse addiert. Der resultierende Puls hat einen Nulldurchgang, welcher als Zeitpunkt an
den Zeit-Amplituden Konverter (Time to amplitude converter - TAC) gegeben wird. Der CFD kann
damit bei gleicher Pulsform unabhéngig von verschiedenen Pulsamplituden einen definierten
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Zeitpunkt bestimmen. Der Startpuls startet den TAC, in dem ein Kondensator geladen wird, der
Stoppuls stoppt den Ladevorgang. Die ausgelesene Spannung ist proportional zu einer Zeit At
zwischen dem Anregungs- und Emissionsphoton und wird vom Analog-Digital Wandler (ADC)
einer Kanalnummer mit dem Zeitintervall topc + Atapc zugeordnet. Nach Aufsummierung der
Einzelmessungen erhilt man ein Histogramm, welches dem Fluoreszenzzerfall der gemessenen
Probe entspricht.

Da nur etwa jeder 200ste Anregungspuls zu einer detektierten Emission fiihrt, wiirden in dieser
Konfiguration die restlichen Anregungspulse zu einer Ladung des TAC ohne Stoppuls fiihren. Der
TAC mufs jedes mal entladen werden, was Zeit in Anspruch nimmt. Daher werden TCSPC-Setups
im inversen Modus betrieben: Ein detektiertes Fluoreszenzphoton startet die Messung und wird
von dem Anregungspuls gestoppt. Dazu muf$ nur der Anregungspuls zeitlich verzogert werden.

3.2 Transiente Flash - Absorptionsspektroskopie

Das Messprinzip der transienten Flash-Absorptionsspektroskopie erlaubt es, zeitaufgelost Ex-
tinktionsdnderungen AA(t) bei einer Wellenldnge Apntess zu detektieren, welche durch einen
Laserpuls induziert wurden. Dadurch ist es moglich, von lichtaktivierbaren Proben zeitaufgeltst
die Entstehung und den Zerfall von Intermediaten mit verschiedenen Extinktionsmaxima zu be-
stimmen. Dariiber hinaus kénnen auch zeitaufgeldste Extinktionsdnderungen von pH-Indikatoren
und damit Protonenkonzentrationsanderungen gemessen werden. Das transmittierte Licht wird
von einem Photomultiplier (PM) gemessen, die Ausgangsspannung vom PM U(t) kann als Diffe-
renz zur PM-Spannung vor Mefibeginn Uy direkt in eine Extinktionsanderung AA umgerechnet
werden:AA(t) = log(Up/U(t)). Da der Detektor bei Spannungen um Null am empfindlichsten
ist, wird dieser Nullpunkt mithilfe einer Offsetspannung U,¢¢ verschoben. Man erhélt dadurch
U/ (t) = U(t) + Uoes und UJ = Up + Ug¢¢. Fiir die Extinktionsdanderung erhélt man:

u’(t) — Uy

AA(t) = —log(1+( Uy

) (3.1)

3.2.1 Meflaufbau

Die Flashmessungen wurden an einer selbstgebauten Flashapparatur durchgefiihrt [Engel, 1989].
Ein Excimerlaser (EMG50 - Lambda Physics) pumpt bei 308 nm mit 10 ns langen Pulsen mit jeweils
einer Energie von 70 — 90 mJ einen Farbstofflaser, welcher mit Coumarin 307 in Methanol befiillt
ist. Dessen Laserpulse werden direkt aus dem offenen Resonator in die Probenkammer und die
in einer Kiivette befindliche Probe eingekoppelt. Diese Laserpulse besitzen bei Af; = 493 nm eine
Energie von 12 — 14 m]. Diese Wellenlidnge eignet sich gut fiir Rhodopsinmessungen, da sie im
Bereich des Absorptionsmaximum von Rhodopsin (Agrh, = 498 nm) liegt. Ein Teil des Laserpulses
wird fiir die Bestimmung der Laserintensitédt (12bit A/D Wandler) auf eine Diode geleitet, welche
auflerdem als Starttrigger fiir den Mefscomputer dient.

Mittels Monochromator wird von einer kontinuierlichen Lichtquelle (100 W Halogenlampe) die
gewlinschte Mefswellenldnge Ap/.ss eingestellt. Die Probenkiivette steht so im Mefstrahlengang,
dafl der Anregungslaserpuls senkrecht auf die Kiivette fallt. Mit den Linsen wird der Mefsstrahl
auf die Kiivette und anschlielend auf den Photomultiplier fokussiert. Der Polarisator ist auf
den Magischen Winkel (54.7°) eingestellt, damit keine Anisotropieeffekte detektiert werden. Das
transmittierte Licht geht zundchst durch einen weiteren Monochromator, um Streulicht vom Laser
und eine eventuelle Probenlumineszenz zu filtern, und wird dann vom Photomultiplier detektiert
(Abb. 16).
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Abbildung 16: Schematischer Aufbau der Apparatur zur Messung transienter Absorptionsanderungen. Der
gepulste Laser aktiviert die Photoreaktion des Proteins. In dieser werden transiente Absorptions-
anderungen bei einer Wellenldnge detektiert.

Die Ausgangsspannung wird vorverstarkt und anschliefSend tiber ein variables RC-Glied gefiltert.
Das Signal wird von einem 8bit A/D-Wandler mit zwei Kanilen und einer Abtastfrequenz
von 20 MHz und 64 KByte Speicher gesampelt, seine beide Kanile sind mit unterschiedlichen
Zeitkonstanten (0.1 ps —4000 us) ausstattet. Die beiden daraus entstehenden Kurven werden jeweils
logarithmisch auf der Zeitachse zusammengefasst und dann zu einem Datensatz verbunden.

3.2.2 Mefibedingungen

Bei Messungen mit bR wird pro Einzelblitz bei ca. 20-30% der Proteine der Photozyklus ausgelost.
In der Regel werden etwa 20-50 Einzelmessungen fiir eine Absorptionswellenlédnge aufgenommen
und gemittelt, um ein gutes Signal-zu Rauschverhéltnis (SNR®) zu erhalten.

Bei Messungen mit Rhodopsin wird bei ca. 30% des Proteins die Photoreaktion ausgeltst. Weil
Rhodopsin keinen Photozyklus besitzt, mufs fiir jede Einzelmessung eine neue, im inaktiven
Dunkelzustand befindliche, Rhodopsinprobe verwendet werden. Fiir die Messung des aktiven
Meta-II Intermediats wird die Absorptionsanderung bei 380 nm gemessen.

3.3 Einzelmolekiilexperimente

3.3.1 Messprinzip der Einzelmolekiilexperimente

Bei Molekiilen mit heterogenen Verhalten erhdlt man aus Ensemblemessungen eine Mischung
des Fluoreszenzverhaltens unterschiedlicher Spezies. Um individuelle Molekiile beobachten zu
konnen, werden Einzelmolekiilweitfeldexperimente durchgefiihrt.

In der Weitfeldmikroskopie wird die Probe auf dem Objekttrager gleichmifSig ausgeleuchtet und
auf einer Fokusebene im Probenvolumen die einzelnen Bildpunkte parallel von einer CCD-Kamera
aufgenommen. Nach Abbe kénnen in der Lichtmikroskopie nur Objekte auseinandergehalten

9 Signal to Noise Ratio
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werden, welche mindestens einen Abstand von 52 (A: Wellenlange des Lichtes, NA: Numerische
Apertur des Objektivs) besitzen. Die Konzentration der fluoreszierenden Molekiile wird daher so
gering gehalten, dafS vorausgesetzt werden kann, daf} einzelne detektierte Objekte zu einzelnen
Molekiilen gehoren. Aufgrund dessen kann man die Position dieser Molekiile mittels verschiedener
Methoden (z.B. Center of Mass, 2D-Gaufsfit) mit einer hoheren Genauigkeit bestimmen.

Probe
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Dicroid
«
= N
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|
y
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Abbildung 17: Schematischer Aufbau des TIRFM-Weitfeld Setups. Der linear polarisierte Laserstrahl wird
durch das A/2- und A/4-Pléttchen zirkular polarisiert, aufgeweitet und in ein inverses Mikroskop
(IX-71 Olympus) eingekoppelt. Dieser wird aussermittig auf die hintere Brennebene des TIRF-
Objektivs fokussiert und wird an der Probengrenzfliche totalreflektiert. Das Fluoreszenzlicht
wird von einer EMCCD-Kamera (Hamamatsu ImagEM C9100-13) aufgenommen.

Durchlichtexperimente haben den Nachteil, daf$ Streulicht von anderen Molekiilen aufierhalb
der Fokusebene das SNR verschlechtert. Um die SNR zu verbessern, kann man die Interne
Totalreflexionsfluoreszenzmikroskopie (Total Internal Reflection Fluorescence Microscopy - TIRFM)
verwenden. Bei dieser Methode wird das Anregungslicht an der Grenzflache von Objektrager und
Probe totalreflektiert. Bei Totalreflektion entsteht ein elektrisches Feld, welches iiber die Grenzflache
hinaus in die Probe eindringt. Dieses evaneszente Feld klingt exponentiell ab, hat eine Eindringtiefe
von wenigen hundert Nanometern und regt nur Fluoreszenzfarbstoffe innerhalb dieses Bereiches
an. TIRF-Mikoskopie ist daher gut geeignet, Proben an der Oberfliche des Objekttragers ohne
storende Streulichteinstrahlung aus anderen Bereichen der Probe, welche das SNR verschlechtern,
zu beobachten.

3.3.2 Aufbau

Die Messungen wurden an einem inversen Mikroskop von Olympus (IX-71) und 60-fachem TIRFM
Objektiv (NA=1.45) durchgefiihrt (Abb. 17). Die Fluoreszenz der kovalent an Proteinen gebundenen
Farbstoffe wurde mit Diodenlaser passender Emissionswellenlédngen fiir die Farbstoffe angeregt. Ein
Diodenlaser (A ax =473 nm) wurde zur Anregung der Photoreaktion von Rhodopsin wihrend
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der Messung genutzt. Die Anregung wurde mit einem steuerbaren mechanischen Verschluf3
(Offnungszeit ca. 1 ms) kontrolliert. Mit einer EMCCD-Kamera (Hamamatsu ImagEM C9100-13)
wurden Bildsequenzen mit einer Frequenz von ca. 31 — 200 Hz aufgenommen.

Der Laserstrahl wird zunéchst zirkular polarisiert, dazu wird die Polarisationsebene des linear
polarisierten Strahls mit dem A/2-Pldttchen um 45° gedreht, welcher anschliefend im A/4-Plittchen
zirkular polarisiert wird. Anschlieffend wird der Strahl mittels Neutraldichtefilter abgeschwécht
und in einem 10-fach Strahlaufweiter!? aufgeweitet. Eine Linse fokussiert den Strahl anschlieBend
in hintere Brennebene des TIRF-Objektivs. Fiir Messungen im TIRF-Modus wird dieser an den
Rand der Austrittspupille fokussiert, damit das Licht, das die Frontlinse verldfit, von der Probe to-
talreflektiert wird. Objektiv und Probenglas werden mit einer Briicke aus Immersionsol verbunden,
um Brechungsindexwechsel zu vermeiden.

Das TIRF-Objektiv sammelt das zurtickkommende Licht, der Dichroidspiegel und ein Kan-
tenfilter lassen nur das Fluoreszenzlicht durch, welches dann im Strahlengang des Mikroskops
zur CCD-Kamera geleitet wird. Die Bilder werden von der CCD-Kamera aufgenommen und als
Rohdaten fiir Analysen gespeichert.

3.4 Zirkulardichroismusexperimente

Um die Sekundérstrukturdnderungen des C-terminalen Endes der «-Untereinheit von Transducin
von ungeordnet zu «-helikal zu detektieren, wurden Zirkulardichroismusexperimente durch-
gefiihrt. Wie NMR-Messungen [Koenig et al., 2002] und die Kristallstruktur des gebundenen
C-terminalen Endes der «-Untereinheit von Transducin [Scheerer et al., 2008] zeigen, dndert
dieses bei Bindung mit dem lichtaktivierten Rhodopsin seine Konformation von ungeordnet nach
a-helikal. Inwiefern diese Konformationsénderungen von den Umgebungsparametern abhédngig
ist, soll mit diesen Experimenten herausgefunden werden.

Aus Messungen des Zirkulardichroismus!! kann man von Proteinen und Peptiden Sekun-
dérstrukturelemente bestimmen. Dabei wird die Chiralitdt der Aminosduren ausgenutzt. Diese
Eigenschaft von Molekiilen sagt aus, dafd das Molekiil und sein Spiegelbild nicht deckungsgleich
sind. Diese Molekiilpaare werden auch Enantiomerenpaare genannt. Sie zeichnen sich durch
eine unterschiedliche optische Aktivitdt aus und absorbieren rechts (A;) und links (A) zirkular
polarisiertes Licht mit unterschiedlich hoher Amplitude. Es gilt also A, — A # 0. Die Absorption
wird nur bei bestehenden Extinktionsbanden beobachtet, dabei sind Extinktionssunterschiede etwa
um den Faktor 103 kleiner als die der Absorptionsbande. Der Unterschied der Extinktion wird als
Elliptizitdt ©, ausgedriickt und ist wie folgt definiert:

Oy = 2.303(A1(A) — Ay (N))180/47 (3.2)

Fiir Messungen bei Proteinen und Peptiden kann mittels CD die Sekundarstruktur ermittelt
werden. Entscheidend sind die Peptidbindungen im Peptidriickgrat, welche die Sekundéarstruktur
pragen. Aus der Masse m und der Anzahl der Peptidbindungen erhilt man die MRW!2: MRW =
7 (N: Anzahl der Aminosduren). Mit dieser kann die molare Elliptizitat (@], o1qr,\ berechnet

10 Beam Expander
11 circular dichroism - CD
12 mean residue weight
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werden, welche noch die Konzentration des Proteins ¢ in -%; und die optische Weglinge d in cm
berticksichtigt:

MRW - ©
[@]molar,)\ = W (3‘3)
Bei bekannter molaren Konzentration m gilt:
100-©
©lmotary = — =" (34)

Zur Bestimmung von Sekundérstrukturelementen werden CD-Spektren im fernen UV von
160 — 250 nm gemessen. Die C=0O (Carbonyl-Gruppe) der Amidbindung im Peptidriickgrat dandert
sich wesentlich bei Ausbildung verschiedener Sekundérstrukturen, welche man im CD-Spektrum
messen und analysieren kann.

Die CD-Spektren miissen mit Modellpeptiden, welche bestimmte Sekundérstrukturen ausbilden,
kalibriert werden. Anschlieffend konnen die gemessenen CD-Spektren analysiert werden. Dabei
werden die relativen Anteile von o-Helix, B-Faltblatt, Turn und ungeordneten Peptidanteilen
quantifiziert.

Im nahen UV von 250 — 300 nm kénnen die CD-Signale von Aromaten, welche in den drei
Aminosduren Trp, Tyr und Phe vorkommen, detektiert werden. Die CD-Spektren variieren bei
unterschiedlichen Umgebungsparametern.

Bei den Messungen muf darauf geachtet werden, daf8 die Losung der Probe eine moglichst
geringe Absorption im zu messenden Wellenldngenbereich besitzt. Im fernen UV steigt die Ab-
sorption von H, O stark an. Um den Effekt der Wasserabsorption moglichst gering zu halten, sollte
die optische Weglange durch die Probe moglichst kurz sein und mit méglichst hoher Probenkon-
zentration gemessen werden.

Fiir die CD-Messungen an einem Peptid, welches die Aminosduresequenz einer hochaffinen
Variante (HAA) des C-terminalen Endes der a-Untereinheit des Transducins besitzt, wurden 300
pg des lyophilisierten Peptides in 500 pl 50 mM NaPP Puffers pH 6 gelost. Die Konzentration der
Losung bei Annahme eines molaren Gewichts von 1200 g/1 des Peptides ist 500 uM. Die Messungen
wurden bei 20°C durchgefiihrt. Die Messungen wurden mit verschiedenen Konzentrationen von
n-Dodecyl -D-maltoside (DM) und Natriumdodecylsulfat (SDS) durchgefiihrt.

Das CD-Spektrometer ist von der Fa Jasco, Modell J-500A. Die Kiivetten, in der die Messungen
durchgefiihrt wurden, sind von der Firma Hellma und haben eine Dicke von 0.2 mm mit einem
Probenvolumen von 150 ul oder eine Dicke von 1 mm mit einem Probenvolumen von 350 ul.
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3.5 Fluoreszenzreportergruppen

Die in dieser Arbeit eingesetzten Reportergruppen (Abb. 18) sind fluoreszierende Molekiile,
welche sich zusammen mit einer reaktiven Gruppe spezifisch an ein Protein binden kénnen. Diese
spezifische Gruppe ist entweder eine lodoacetamid- oder eine Maleimidgruppe und kann an
einem Cystein binden. Cysteine besitzen als einzige Aminosdure eine Thiolgruppe, welches mit der
reaktiven Gruppe des Farbstoffes eine Verbindung eingeht. Die Cysteine werden, wenn sie nicht
schon nativ an der gewtinschten Position im Protein vorhanden sind, durch Mutagenese in diese
eingefiigt. Andere Cysteine, welche die Reportergruppen ebenfalls binden konnen, miissen vor
der Bindungsreaktion molekularbiologisch entfernt werden, damit nur das gewtiinschte Cystein
markiert wird, da ansonsten Mefartefakte bei Messungen der Fluoreszenzlebensdauer und der
zeitaufgelosten Anisotropie auftreten konnen. In der Regel geschieht dies durch Mutagenese. Bei
unterschiedlicher Bindungskinetik der Cysteine kann auch durch geeignete Labelingprotokolle eine
spezifische Markierung einzelner Cysteine im Protein durchgefiihrt werden. Bei den bR-Messungen
wurden spezielle Cysteinmutanten erstellt, welche einen Farbstoff an jeweils einen bestimmten
Schleife binden. Beim Rhodopsin wird das gut zugangliche Cystein an Position Cys316 fiir die
Messungen der Helix 8 Dynamik genutzt.

Ortsspezifische Markierung der Proteine

Die ortsspezifische Markierung wird fiir jede jedes Protein nach individuellen Protokollen durch-

gefiihrt, wobei die folgenden Schritte universell sind: Die Cysteine werden mit Dithiothreitol (DTT)

reduziert, damit diese mit den Linker reagieren konnen. Anschlieflend 143t man Probe und Farb-

stoff zusammen reagieren, wobei die Labelingstdchiometrie unter anderem von der Reaktionszeit,

der Temperatur, dem Uberschuss an Farbstoff und der Zugénglichkeit des Cysteins abhéngig ist.
Die Labelingstochiometrie wird wie folgt ausgerechnet:

Clabel AA(Mavel) |, e(AProbe) )

(3.5

CProbe €(Atabet) A(Aprobe)

Clabel UNd Cprobe sind die molaren Konzentrationen des gebundenen Labels und des Proteins.
AA(Agber) ist der Extinktionssunterschied bei der Wellenldnge der maximalen Absorption des
Labels Ajgpe1 vom Label und dem Protein. €(Aiqper) ist der dazugehorige Extinktionskoeffizient.
A(Aprobe) ist die Extinktion vom Protein bei der Wellenldnge Ay qpe1 mit dem dazugehorigen
Extinktionskoeffizienten ¢(Apyobe)-

Proteindynamik

Proteindynamiken konnen mittels zeitaufgeloster Fluoreszenzdepolarisationsexperimente gewon-
nen werden. Dazu miissen die Eigenschaften des Fluoreszenzmarkers bekannt sein. So kann z.B.
ein hydrophober Marker eine ganz andere Dynamik zeigen als ein hydrophiler. Ebenso spielt der
linker, mit dem der Farbstoff kovalent iiber eine reaktive Gruppe (z.B. Maleimid) am Protein bindet,
eine Rolle. Fiir Messungen der Anisotropie sollte dieser relativ kurz und rigide sein, damit der
Farbstoff die Dynamik des Proteinsegmentes nachvollziehen kann.

Die Eigenschaften der in dieser Arbeit eingesetzten Fluoreszenzfarbstoffe sind in Tabelle 1
zusammengefasst.
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Abbildung 18: Ubersicht der in dieser Arbeit eingesetzten Fluoreszenzfarbstoffe. Absorptions-, Emis-
sionsspektren und Strukturformeln der in dieser Arbeit eingesetzten Fluoreszenzfarbstoffe
5-lodoacetamidofluorescein (5-IAF), Lucifer Yellow Iodoacetamid (LY) und Atto647N (dargestellt
ist das Atto647N-Carboxylat aus [Eggeling et al., 2009]). Die Absorptions- und Emissionsspektren
sind in schwarz, bzw. rot dargestellt. Fluorescein besitzt eine pH-abhéngige Absorption.

Absorptionseigenschaften

Fluoreszenzeigenschaften

chemische Eigenschaften

Farbstoff Extinktionskoeffizient € | Agmmax T/ns
AAbs.max
Lucifer Yellow 11000 (M-cm) ! 535 nm ca. 6-9 Polar, negativ geladen
IA 430 nm
5-IAF 77000 (M-cm)~! 514 nm ca. 4 Absorption &
500 nm (pH 9.0) Ladungszustand
pH-abhéngig,
Atto-647N 150000 (M-cm)~! 669 nm 34 Kationisch / nach Bindung
Maleimid 644 nm einfach positiv geladen

Tabelle 1: Tabellarische Ubersicht der Eigenschaften der eingesetzten Fluoreszenzfarbstoffe.
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3.6 Prdparation der biologischen Proben

3.6.1 Bakteriorhodopsinpraparation

Aus den halophilen Bakterien Halobacterium salinarum werden die Bakteriorhodopsinproteine
gewonnen. Die fiir die Messungen verwendete Bakteriorhodopsinmutation bR-S35C sitzt an ersten
flexiblen Schleifenelement auf der cytoplasmatischen Seite (AB Schleife) des Bakteriorhodopsins.

Die Prédparation der Bakterien, die Expression der Mutanten und die Markierung der Pro-
ben mit den Fluoreszenzfarbstoff 5-(iodoacetamido)- fluorescein (IAF, Molecular Probes) wurde
durchgefiihrt wie in [Alexiev et al., 1995, Krebs et al., 1993] beschrieben.

Die Labelingstochiometrie der bR-Molekiile wurde bei den Fluoreszenzmessungen auf etwa
10% eingestellt, um Homoenergietransfer zu vermeiden. Die Proteine ordnen sich im hexagonalen
Gitter mit einer Gitterkonstanten von ¢ = 62 A an [Unwin und Henderson, 1975]. Der Forsterradius
eines Fluorscein-Fluorescein Paares liegt bei 44 A. Die Effizienz der Energietibertragung ist laut
Forster:

1

N S

(3.6)

Wird angenommen, daf$ der Orientierungsfakor wie in freien Losungen k = % betragt, dann liegt
die Energieiibertragung durch den Forstertransfer bei 11% fiir ¢ =62 A. Tendenziell wird dieser
Wert eher darunter liegen, daher werden die Werte als maximal mégliche Energietibertragungseffi-
zienz angesehen. Innerhalb des Radius c befinden sich 12 bR-Proteine. Im Abstand von 1.5¢ (93 A)
liegt der Energietransfer bei < 1% und es befinden sich 27 bR-Molekiile innerhalb des Radius.
Die Labelingstochiometrie ist fiir ein fluoreszenzmarkiertes Protein innerhalb des Radius c 8%
und innerhalb von 1.5 ¢ 4%. Da die Werte fiir die Ubertragungseffizienz als Oberwerte angesehen
werden konnen, ist eine Labelingstochiometrie von 10% akeptabel (Abb. 19).

3.6.2 Rhodopsinprédparation

Das Rhodopsin wurde aus Retinae prapariert (J. A. Lawson Corp., USA), welche aus Rinderaugen
extrahiert wurden. Diese Retinae wurden nach der Vorschrift aus McDowell und Kithn [1977]
prépariert. Um die Diskmembranen aus den Aulensegmenten!? aufzureinigen, wurden sie tiber
einen Sukrose-Stufengradienten abzentrifugiert und anschliefend mehrere Male gewaschen. Ab-
schlieffend wurden sie {iber einen kontinuierlichen Sukrosegradienten weiter aufgereinigt. Die
Proben wurden entweder analog zu den Protokollen sofort nach der Préparation verbraucht oder
bei —80°C eingefroren.

Die Praparationen wurden von Ingrid Wallat, Maria Alachmad und Stefan Ott durchgefiihrt.

Das Labeling des Rhodopsins wurde an der Helix 8 - an der Position C316 - mit IAF und Atto647
(Atto-Tec GmbH) durchgefiihrt [Alexiev et al., 2003]. Um zu verifizieren, dafs nur das Cystein an
Position 316 gelabelt wurde, wurde mit Thermolysin das Rhodopsin proteolytisch gespalten und
via Gelelektrophorese getrennt [Moller und Alexiev, 2009].

Da noch nicht abschliefSend geklart ist, wie die Anordnung der Rhodopsinmolekiile in der
Diskmembran ist, wurde fiir die Berechnung des moglichen Homoenergietransfers die dichtest-
mogliche Packung angenommen: ein parakristallines Gitter aus Rhodopsindimeren [Fotiadis et al.,
2003]. Der Abstand der Aminosduren Cys316 eines solchen Dimeres wurde aus der Kristallstruktur
(PDB: 1N3M) berechnet und liegt bei etwa 56 A [Liang et al., 2003]. Die Energieiibertragungseffizi-
enz liegt nach Gleichung 3.6 bei 19%. Innerhalb des Radius befinden sich sechs Cys316, welche

bovine rod outer segments

42



Abbildung 19: Darstellungen von bR und Rhodopsinanordnungen zur Abschitzung des moglichen Homo-
energietransfers zwischen markierten Fluoreszenzmolekiilen. A: Darstellung der Anordnung
von bR in Purpurmembranen (PDB: 1C3W). Sie ordnen sich in Trimeren zu einem hexagonalen
Gitter. Im Abstand einer Gitterkonstanten ¢ (grau) vom Zentrum befinden sich 12 bR-Proteine,
im Abstand von 1.5¢ (schwarz) 27 bR-Proteine. B: Darstellung einer moglichen parakristallinen
Rhodopsinanordnung nach einem Modell von Filipek [2005] (PDB: 1N3M). Die Labelingposition
Cys316 ist rot markiert. Innerhalb eines Radius von 56 A (grau) befinden sich sechs Cys316 und
innerhalb eines Radius von 84 A (schwarz) 14 Cys316.

als Bindestellen fiir den Fluoreszenzmarker dienen konnen (Abb. 19 grau). Fiir den Radius von
84 A, welcher der Breite der Dimerreihen entspricht, liegt die Energieiibertragungseffizienz bei
2% und es befinden sich 14 Rhodopsinmolekiile darin. Wenn innerhalb dieser Radien nur ein
Molekiil markiert werden soll, dann liegen die entsprechenden Stochiometrien bei 17% bzw. 7%.
Da diese Annahmen aufgrund eines Modells angestellt wurden, ist deren Aussagekraft beschréankt,
wiirde aber auf den Extremfall grofiter Packungsdichte der Rhodopsinmolekiile gelten. Bei den
Messungen wurde die Labelingstochiometrie bei etwa 20% eingestellt.

Fiir Messungen von Rhodopsin in 3-DM Mizellen muff das préparierte Rhodopsin in Diskmem-
branen iiber eine Sepharosesdule mit speziellen Antikoérpern (1D4 [Molday und MacKenzie, 1983])
gereinigt werden. Diese binden das C-Terminale des Rhodopsins [MacKenzie et al., 1984] und
werden anschlieflend mit dem gewtinschten Puffer gewaschen. Um die Proteine von der Sdule zu
16sen, werden Peptide mit hoherer Bindungsaffinitat zum 1D4 hinzugegeben und das gereinigte
solubilisierte Rhodopsin eluiert. Das genaue Protokoll ist in Moller und Alexiev [2009] beschrieben.

3.6.3 Opsinpraparation / Praparation von phosphoryliertem Rhodopsin

Die Phosphorylierung des praparierten Rhodopsin in Diskmembranen wurde nach dem Protokoll
von Wilden und Kiihn [1982] von Frau Dr. Kristina Kirchberg durchgefiihrt. Die Herstellung des
Apoproteins Opsin wurde ebenfalls nach dem Protokoll von Wilden und Kiihn [1982] ohne die
Zugabe von ATP und MgCl,und ohne Regeneration mit 11-cis Retinal von Stefan Ott und Dr.
Kristina Kirchberg durchgefiihrt.
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3.6.4 Transducinpeptide

Die Varianten des hochaffinen Peptidanalogs (VLEDLKSCGLF [Martin et al., 1996]) des C-
terminalen Endes der Transducin a-Untereinheit VLEDLKCVGLEF fiir die Einzelmolekiilexpe-
rimente und WVLEDLKCVGLF als Helixfaltungssensor fiir die 2D-Experimente wurde von der
Firma Biosynthan synthetisiert.

Fiir die Einzelmolekiilexperimente wurden die Peptide mit dem Farbstoff Atto-647N-maleimid
(Atto-Tec, Deutschland) fluoreszenzmarkiert. Fiir die Helixexperimente wurden die Peptide mit
Lucifer Yellow Iodoacetamid (Molecular Probes) an der Thiolgruppe des Cysteins fluoreszenzmar-
kiert.

3.6.5 Arrestinpraparation

Wildtyp Arrestin und die Arrestinmutanten wurden in Hefezellen (F11«) exprimiert. Das 16sliche
Arrestin wurde mittels Affinitdtschromatographie (N-terminaler Strep-tag II) tiber eine Saule
gereinigt. Das komplette Praparationsprotokoll ist in Skegro et al. [2007] beschrieben. Das Arrestin
wurde im Rahmen einer Kooperation mit AG Biildt vom FZ Jiilich von Frau Dr. Ramona Schlesinger
und Dr. Kristina Kirchberg prapariert und von Frau Dr. Kristina Kirchberg fluoreszenzmarkiert.

3.7 Auswertung der Experimente

3.7.1 Analyse zeitaufgeloster Fluoreszenzdaten

Das detektierte zeitaufgeloste Fluoreszenzsignal S(t) ist mit der Gerdtefunktion L(t) gefaltet,
welche fiir die Analyse des Fluoreszenzsignal I(t) entfaltet werden muf3. Im Idealfall ist diese
d-formig. Im Experiment besitzt sie eine endliche Ausdehnung, L(t) besitzt beim genutzten Aufbau
im besten Fall eine Halbwertsbreite von ca. 35 ps. Der Laserpuls besitzt eine Lange von 1 —2 ps,
die Meflelektronik verbreitert das Signal zeitlich.

S(t) :JL(t’)I(t—t’)dt’ (3.7)

Zum Signal S(t) muf zusétzlich die Gerdtefunktion L(t) bestimmt werden, damit aus I(t) die
Lebensdauer T; bestimmt werden konnen. Die Fluoreszenzzerfélle werden folgendermafien gefittet:

I()=) Ai-e /™ (3.8)

A; sind die absoluten Amplituden der einzelnen Lebensdauerkomponenten t; und proportional
zum Anteil der jeweiligen Spezies. i ist die Anzahl der Zerfallskomponenten, die gefittet werden.
Fiir eine bessere Vergleichbarkeit der Daten werden die relativen Amplituden «; berechnet (I ist
die Anfangsintensitét):

N
I(t)=Ip- ) ai-e /™ (3.9)
i=1
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Die mittlere relative Lebensdauer 1* wird folgendermafen berechnet:

™ = Z & - Tq (3.10)
i

Aus den Amplituden o und den dazugehorigen Fluoreszenzlebensdauer t; konnen die fraktio-
nalen Amplituden f; berechnet werden:

fi = T (3.11)

Sl T

Die fraktionalen Amplituden f; sind im Gegensatz zu den relativen Amplituden «; propor-
tional zur Flache, welche die Fluoreszenzzerfallskurven tiberspannen. Thre mittlere fraktionale
Lebensdauer T wird folgendermafen berechnet:

=Y fiom (3.12)
i

Die Fluoreszenzkurven parallel I, (t) und senkrecht I, (t) werden zunéchst aus den entsprechenden
Signalen S, (t) und S (t) entfaltet. Daraus wird die zeitabhidngige Anisotropie r(t) berechnet:

L) -G -I.(t)

M= Tmre 2L (313

Mit dem G-Faktor korrigiert man polarisationsabhéngige Intensitdtsunterschiede des eingesetz-
ten Detektors. Der zeitliche Zerfall der Anisotropie ist ebenso wie die Fluoreszenzlebensdauer
(Formel 3.9) exponentiell und wird folgendermafien berechnet:

N
r(t)=ro- ) e V¥ (3.14)

i=0

Hierbei sind i die Anzahl der Anisotropiezerfallskomponenten, (3; die dazugehorige relative
Amplitude und ¢; die dazugehorige Rotationskorrelationszeit. Wenn die Anisotropie aufgrund
sterischer Einschrankung des Fluoreszenzmarkers im Beobachtungszeitfenster nicht gegen Null
geht, wird fiir die Berechnung von r, eine unendlich grofie Rotationskorrelationszeit ¢, gewahlt.
Die dazugehorige Amplitude (3 ist proportional zu 7.

x>-Analyse

Die in dieser Arbeit gemessenen Fluoreszenz- und Anisotropiezerfille werden mit der Software
Global Unlimited V2.2 (Laboratory for Fluorescence Dynamics, University of California, Irvine)
entfaltet und analysiert. Dieses fittet die Mefldaten mit einer Funktion an, dessen Parameter mit der
Levenberg-Marquardt-Methode gefunden werden. Die Giite des Fits wird durch das x? ermittelt:

N—-1

x> = (Wi—ylxilap..am—1)) (3.15)
i=0

N ist die Nummer der Datenpunkte, M die Anzahl der Parameter, y; ein gemessener Datenpunkt,
y(xi) der dazugehorige Fitpunkt und a; ein Parameter.
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Normalerweise wird nur das reduzierte x> angegeben, welches noch die Anzahl der Datenpunkte
und die Anzahl der variablen Parameter in Betracht zieht:

2
2
Xred = NTM 1

Auswerteprozedur

Nach der Messung der polarisierten zeitaufgelosten Fluoreszenzzerfille werden die Daten mit
dem Programm Globals analysiert. Aus der Analyse erhilt man die Zerfallszeiten der Fluoreszenz
und die der zeitaufgelosten Anisotropie. Die Giite der Fits wird iiber das x? und die Residuen
bestimmt (Abb. 22 links).

Die Fluoreszenzzerfille lassen sich mit einer Summe von Exponentialfunktionen unterschiedli-
cher Amplitude fitten. Fluorescein frei in Losung ldf8t sich mit einem einzelnen Zerfall fitten. Wenn
es gebunden am Protein ist, wird der Fluoreszenzzerfall aufgrund von dynamischer Fluoreszenzls-
schung mit der Proteinumgebung multiexponentiell.

>

B

= Cytoplasmatische CD1$ o)
= Rhodopsin C316-AF Oberfliche / 2
; I Helix 8
a {61 $4=0.2ns
g 0.2
o}
2 k_)cbs
C
<

0 2 4 6 8 10 12 Intradiskale Seite

Zeit (ns)

Abbildung 20: A: Zuordnung der drei Anisotropiezerfallskomponenten (Gleichung 3.13) fiir an C316 fluo-
resceinmarkiertes Rhodopsin [Alexiev et al., 2003]. ¢1 und ¢, entsprechen der Dynamik des
Farbstoffes, bzw. der Helix 8. Ihre Amplituden werden mit 31 und 3, gekennzeichnet. ro, bzw.
3 entspricht der sterischen Einschrankung des Farbstoffes durch die Proteinoberfldche. B: Zu-
ordnung der einzelnen Rotationskorrelationszeiten ¢; aus zeitaufgelosten Anisotropiemessungen
von fluoreszenzmarkiertem Rhodopsin (Schematisch in gelb dargestellt). Der Fluoreszenzmarker
(griin) ist kovalent am Cys316 in der Helix 8 gebunden.
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Die Anisotropien lassen sich mit drei Komponenten mit Gleichung 3.13 fitten. Diese drei
Rotationskorrelationszeiten lassen sich verschiedenen Hauptkomponenten, die zur Depolarisation
fithren konnen, zuordnen (Abb. 20A, B) [Alexiev et al., 2003, Schroder et al., 2005]:

1. Die schnelle Zerfallskomponente der Anisotropie mit der Rotationskorrelationszeit ¢ ~
0.2 ns entspricht der Bewegung des Farbstoffes.

2. Die mittlere Zerfallskomponente der Anisotropie mit der Rotationskorrelationszeit ¢, im
einstelligen Nanosekundenbereich entspricht der Bewegung des flexiblen Proteinsegments,
an dem der Farbstoff gebunden ist.

3. Die langsamste Zerfallszeit ¢ 3 entspricht der Rotationskorrelationszeit des Gesamtmolekiils.
Bei Rhodopsin in Mizellen betrédgt sie etwa 50 ns. Bei Rhodopsin in Membranen ist ¢3 um
mehrere Grofienordnungen (ms-Zeitbereich fiir Rotationsdiffusion eines Membranfragmen-
tes) grofler als die Fluoreszenzlebensdauer der eingesetzten Fluorophore (1 — 6 ns) und wird
bei der Analyse durch eine hinreichend grofSe Rotationskorrelationszeit ersetzt, welche im
Vergleich zur Fluoreszenzlebensdauer unendlich grof3 ist. Dadurch erhilt man eine quasi
zeitunabhidngige Endanisotropie r, die die sterische Einschrankung der Bewegung des
flexiblen Proteinsegments und der Rotationsdiffusion des Farbstoffes um seine eigene Achse
beschreibt.

Beim Fitten der Anisotropie r(t) dieser Messungen wurden die beiden schnellen Komponenten ¢

und ¢, immer variabel gehalten. Die Komponente fiir die Rotation des gesamten Molekiils ¢ 3 ist
abhingig davon, ob die Proteine in Membranen eingebettet oder als Monomere in Mizellen solubi-
lisiert sind. Rhodopsin-Mizellen haben eine Gréfle, welche mit 50-100 ns Rotationskorrelationszeit
mit der Fluoreszenzlebensdauer der Marker gerade noch gefittet werden kann. Die Rotations-
korrelationszeit der Proteine in den Membranfragmenten liegt im ms-Zeitbereich und damit um
viele Grofienordnungen aufierhalb der Fluoreszenzlebensdauer der Fluoreszenzfarbstoffe. Daher
wird in diesem Fall ¢3 = co gesetzt. Der Wert fiir vo,, welcher den Anisotropiewert am Ende der
Messskala darstellt ist auch ein Maf3 fiir die sterische Einschrankung des Fluoreszenzlabels an der
Proteinoberfldche, welcher mit steigenden Werten ebenso steigt.

Um die Giite der einzelnen Parameter zu bestimmen, wird eine eindimensionale erweiterte
Fehleranalyse (exhaustive error analysis) durchgefiihrt, bei der der untersuchte Parameter um sein
Optimum variiert wird. Dieser wird dann festgesetzt. Mit den restlichen Paramtern wird dann
eine x2-Minimierung durchgefiihrt und die x> Werte als Funktion des Parameters aufgetragen
(Abb. 22 rechts). Die Konfidenzintervallgrenzen werden als Schnittpunkte mit dem entsprechenden
Konfidenzintervallniveau festgelegt.

Analyse der Konfidenzintervalle (Exhaustive Error Analysis)

Um die Giite der durch das x?-fitten erzeugten einzelnen Parameter zu erhalten, wird eine
Analyse der Konfidenzintervalle durchgefiihrt. Dies wird im folgenden fiir jeweils einen Parameter
durchgefiihrt [Press et al., 2007].

Zunéchst wird die MeSkurve mit dem Fitmodell angepasst und das x? minimiert. Anschliefend
wird in einem Intervall um den Idealwert des zu analysierenden Parameters a; eine Anzahl von
Werten genommen, welche in der in der folgenden x? Analyse konstant gehalten werden. Die
Analysesoftware setzt dazu standardmaflig ein Intervall von £20% des Idealwerts des Parameters
und zehn dquidistante Werte ein. Die x> Werte werden dann tiber a; aufgetragen.

Um eine Vergleichbarkeit der Konfidenzintervalle von verschiedenen Datensédtzen zu gewéhrlei-
sten, miissen die jeweiligen minimalen x2 . -Werte und die Anzahl der Datenpunkte im Datensatz
berticksichtigt werden. Es werden dabei die Intervallgrenzen gesetzt, in welcher der Parameter
a; mit einer bestimmten Wahrscheinlichkeit p vorkommt. Aus historischen Griinden werden
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Abbildung 21: Erweiterte Fehleranalyse der x2-Fits. A: Die Kumulative xz—Verteilungsfunktion F(x, k) mit
einem Freiheitsgrad (k = 1). o entspricht der Standardabweichung, die Konfidenzlevel kon-
nen fiir die individuellen Experimente nach Formel 3.16 berechnet werden. B: Beispiel einer
Konfidenzintervallanalyse mit den Konfidenzleveln o und 2c.

wie in der Gausschen Normalverteilung die Wahrscheinlichkeiten der Standardabweichungen
o =6827% (10), p = 95.45% (20) und p = 99.73% (30)) angewendet. Aus der kumulativen
xz—Verteilungsfunktion (F(x, k) = P( %, 3), P ist die regularisierte unvollstindige Gammafunktion)
mit einem Freiheitsgrad (k = 1) kann fiir die entsprechenden Wahrscheinlichkeiten der entspre-
chende Ax?(p) Wert ermittelt werden (Abb.21A). Sie sind (mit Ax? = x) wie folgt: Ax? (o) = 1.00,

Ax2(20) = 4.00, Ax%(30) = 9.00. Die entsprechenden Konfidenzlevel werden wie folgt berechnet:

AX? (p,X)
2 2 ’
XKonfidenzlevel (PrX) = Xinin + N (3.16)

Der Schnittpunkt des Konfidenzlevels mit der x? Kurve bestimmt die Intervallgrenze.
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Erweiterte Fehleranalyse (exhaustive error analysis)
Ubersicht Uber eine Einzelauswertung Fluoreszenzlebensdauer
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Abbildung 22: Beispiel einer Auswertung von Anisotropiedaten. Links eine Zusammenstellung einer Aus-
wertung einer einzelnen Anisotropiemessung. Im oberen Graphen ist in schwarz die IRF und die
Fits der Fluoreszenzintensitat Parallel (rot) und Senkrecht (blau) als Funktion der Zeit zu sehen.
In der Mitte sind die jeweiligen Residuen aufgetragen. Im unteren Graphen ist die resultierende
Anisotropie mit Fit (rot) aufgetragen. Rechts: Erweiterte Fehleranalyse der Auswertung. Aus
dieser erhdlt man die jeweiligen Konfidenzintervalle fiir die einzelnen Parameter. Die rote Linie
zeigt das Konfidenzniveau von 1o (64.8%).

cone in a cone - Analyse

Das cone in a cone Modell [Schroder et al., 2005] ist eine Erweiterung des wobbling in a cone Modell
[Kinosita et al., 1977], bei welcher man annimmt, daf3 ein Ubergangsdipolmoment, welches mit
einem Ende an einer Kegelspitze befestigt ist, sich frei in diesem bewegen kann. Aus diesem Modell
kann der Kegeloffnungswinkel bestimmt werden. Im cone in a cone Modell wird angenommen,
daf} sich der eine Kegel seinerseits in einem weiteren Kegel mit bestimmten Kegeltffnungswinkel
bewegt. Diese Erweiterung ist notig, um neben dem Konformationsraum des Fluoreszenzmarkers
auch den des flexiblen Segments in Betracht zu ziehen. Wenn beide Bewegungen entkoppelt
voneinander sind, kann die Anisotropie folgendermafien gefittet werden:

T(t) =1ol(1=B1)e V1 £ B1][(1 = By)e ¥/ P2 4 Byle V/dc (3.17)

10 ist die Anfangsanisotropie, ¢; die einzelnen Rotationskorrelationszeiten, wobei ¢ die Rota-
tionskorrelationszeit des gesamten Proteins ist, B; ist das Mafs der Einschrankung der Bewegung.

B; ist mit dem Halbkegeloffnungswinkel 8; folgendermafien verkniipft:

1

B = [2(1 + cos(01))cos(01)]? (3.18)

49



Fiir 0; erhélt man als eine Losung;:

1
0; = arccos[i(—1 +4/1 —|—8JB7)] (3.19)

2

/.

— H(0)

Abbildung 23: Darstellung des cone in a cone Modells. (t) ist das Ubergangsdipolmoment des Farbstoffes,
07 und 0, sind die Halbkegel6ffnungswinkel des Farbstoffes, bzw. des flexiblen Elements.

Analyse der Ordnungsparameter

Ordnungsparameter sind meflbare physikalische Grofien, welche den Zustand des Gesamtsy-
stems beschreiben. In der Regel quantifizieren sie den Grad der Orientierung eines Ensembles in
Abhangigkeit eines Phasentibergangs. Wahrend man aus der phdanomenologischen Analyse der
Anisotropie r(t) =10 ) ; & - et/ i die Rotationskorrelationszeiten erhilt, kann man aus der cone-
in-a-cone Analyse die Offnungswinkel der sterisch eingeschrénkten Bewegung von Fluorophor und
Proteinsegment erhalten. Bei der cone-in-a-cone Analyse wird angenommen, daf8 die Aufenthalts-
wahrscheinlickeit des fluoreszierenden Sensors innerhalb des Bewegungskegels gleich ist. Dagegen
kann aus der Analyse der Ordnungsparameter die Aufenthaltswahrscheinlichkeitsfunktion f(©)
des fluoreszierenden Sensors extrahiert werden.

Es ist moglich, aus Fluoreszenzanisotropiedaten die Ordnungsparameter 2. und 4. Ordnung,
< Py > und < P4 >, zu extrahieren. Die Ordnungsparameter sind Teil von Gleichgewichtsvertei-
lungsfunktionen (@), aus denen das dahinterliegende mathematisch-physikalische Bewegungs-
modell ermittelt werden kann.

Fiir die Auswertung der zeitaufgelosten Anisotropiedaten wird angenommen, dafi der fluores-
zierende Sensor ein zylindrisches Objekt ist. Es ist Vorrausetzung, daf$ die Zerfallskurven eine
Endanisotropie r besitzen fiir die gilt: 1o, # 0. Dies bedeutet im Experiment, dafy Rotationskor-
relationszeit ¢p3 im Vergleich zur Fluoreszenzzerfallszeit des Fluorophors sehr viel grofier sein
mufs. Fiir die Anisotropiedaten in Membranen ist dies der Fall, fiir Rhodopsin-AF in Mizellen gilt
dagegen ¢3 ~ 100 ns. Diese Anisotropiekurven wurden daher mit ¢3 = 1s simuliert, um eine fiir
den Fit geeignete Kurve zu erhalten.

Der Ordnungsparameter < P, > ist mit der relativen Amplitude (33 (sterische Einschrankung)
von ¢3 folgendermafien verkniipft: f3 =< P; >2 [Heyn, 1979].

Die Ordnungsparameter < P, > und < P4 >
Die Analyse der zeitaufgelosten Anisotropiedaten (mit drei Zerfallskomponenten) mittels Ord-

nungsparameter < P, > und < P4 > nach van der Meer et al. [1984] ist eine modellunabhingige
Analyse. Im Gegensatz zur cone in a cone Analyse wird keine Annahme {iber das Verhalten des
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zylinderformigen Fluoreszenzsensors gemacht. Dieser Fluoreszenzsensor ist im Falle dieser Arbeit
ein System bestehend aus Fluorophor und der Helix 8 von Rhodopsin und besitzt zwei Diffusi-
onsmodi, welche zum einen die Wackelbewegung (D ) und die Rotationsdiffusion (D) um die
Symmetrieachse beschreiben. Dies kann auch bei Rhodopsin als Naherung genutzt werden, da die
Bewegungen von Fluorophor und Helix 8 gekoppelt sind.

A Zx
— -
B, v
By
XK /’/ \/ ™
Pu m
- \ - g
Dy

Yk

Abbildung 24: Schematische Darstellung der Dipolmomente der Absorption I (blau) und der Emission ¥
(rot) im Koordinatensystem des Sensors.

Der Sensor ist ein in einem orthogonalem Koordinatensystem (X, Yk, Zk) fixiertes zylindrisches
Molekiil (korperfestes Koordinatensystem), dessen eines Ende im Ursprung verankert ist und
dessen Symmetrieachse mit Z iibereinstimmt. Die Ubergangsdipolmomente der Absorption 1
und der Emission ¥ sind absolut in diesem Koordinatensystem. Das Laborsystem (X, Yy, Z)
ist durch die Achse Z| bestimmt, welche entlang der Membrannormalen zeigt. Die Transforma-
tion zwischen beiden Systemen geschieht durch die Eulerschen Winkel ®, © und V. Dabei ist
O der polare Winkel zwischen Zx- und Z; -Achse. Die Aufenthaltswahrscheinlichkeit des Fluo-
rophors wird durch die Verteilungsfunktion f(®,®, V) bestimmt. Durch die Annahme, daf§ die
Aufenthaltswahrscheinlichkeit des Sensors axialsymmetrisch um Z; ist, bleibt nur © erhalten.

Die zeitaufgeloste Anisotropie 1(t) eines Ensembles von Fluorophoren kann nach Lipari und
Szabo [1980] mit dem Legendrepolynom 2. Ordnung folgendermafien dargestellt werden:

2
T(t) = 5 < P2 (n(0) -v(t)) > (3.20)
u(0) ist der Vektor der Absorption zum Anregungszeitpunkt und v(t) der Vektor der Emission
zur Zeit t mit der Lange des Einheitsvektors. Die Abhdngigkeit der Winkel von der Anisotropie
stellt sich laut Zannoni [1981] folgendermafien dar:

2

r(t) = gpz(COSGu) -P5(cos®~) - Go(t) + (3.21)
%sinl@ll -5in20y - cosD i - G (t) + (3.22)
%sinz@u - $in’0O, - cos2® . - G2 (1) (3.23)
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Abbildung 25: Schematische Darstellung des fluoreszierenden Sensors und den dazugehorigen Koordina-
tensystemen fiir die Analyse der < P, >, < P4 > Parameter nach van der Meer et al. [1984]. Der
Ubersicht halber liegen die X- und Y-Achsen in einer Ebene. Der Sensor besteht aus Fluorophor
und dem beweglichen Schleifensegment. Die Ubergangsdipolmomente der Absorption ¥ und
der Emission ¥ sind fest im korperfesten Koordinatensystem. Im Laborsystem ist Z| parallel zur
Membrannormalen.

mit v = @, — @ (Abb.24). @, ist der Eulerwinkel fiir das Absorptionsdipolmoment und 6
ist der Eulerwinkel fiir das Emissionsdipolmoment. G, sind Korrelationsfunktionen, welche fiir
die drei exponentiellen Anisotropiezerfalle durch Anwendung der Wignerschen Rotationsmatrizen
als Summe von drei Korrelationsfunktionen geschrieben werden kénnen [Zannoni, 1981, Zannoni
et al., 1983]:

Gn(t) = Gon(t) +2G1n(t) +2G2n (1) (3.24)

mit

Gmn(t) =<< D% ,(®(0),0(0),¥(0))* D2, (D (1), O(t), W(t))* >> (3.25)

Die Eulerwinkel beschreiben die Rotation des Laborsystems zum Zeitpunkt Null in das korper-
feste System zum Zeitpunkt t.
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Wird fiir alle n und m das Kurzzeitverhalten Gmn (t) = Gmn (0) +t - Gmn (0) durch das Lang-
zeitverhalten Gn (t) =< P2 >2 8,,00n0 ersetzt, so erhilt man [van der Meer et al., 1984]:

2

2
T(t) = ZP2(cos®y)P2(cos®y )< P2 > $Booe X0t 2 Y Broe *mot 4 (3.26)
m=1

3 2

ﬁsinZ(@usinZ@Vcome,[Bme_“‘”t+2 Z Bmie “mIt] 4 (3.27)
m=1

3 .2 .2 —xoot 2 —m2t

ﬁsnL 0,5in“0ycos2d ;- [Bore” *¥02" 42 Z Boe “m2t] (3.28)
m=1

Der Fit der zeitaufgeldsten Anisotropien wurde mittels globaler numerischer Minimisierungsal-
gorithmen (Wolfram Mathematica) durchgefiihrt. In dieser Arbeit werden speziell die Ordnungspa-
rameter < P, > und < P4 > betrachtet.

Die Verteilungsfunktion f(©):

f(©) kann als Reihe von Legendre Polynomen Py dargestellt werden, wobei aufgrund der Symme-
trie entlang der Membranoberflidche nur die Terme mit geraden Koeffizienten eine Rolle spielen.

f@)= ) %(zwn < Py > Py(cosO) (3.29)

lgerade

< Py > sind dabei die Ordnungsparameter, welche folgendermafien ausgerechnet werden
koénnen:

7T
<Py >:J' sin® - Pi(cos@) - f(O)dO (3.30)
0

Aus den experimentellen zeitaufgelosten Fluoreszenzanisotropiedaten kann neben < P, > noch
der Ordnungsparameter vierter Ordnung < P4 > ermittelt werden. Unter der Annahme der
Maximum-Entropie-Methode erhilt man

7T
J sin® - Py(cos@) - f(@)dO® = <Py > (3.31)
0

7T
J sin® - P4(cos®) - f(@)dO® = < P4 > (3.32)
0

und der Losung mittels Lagrangemultiplikatoren:

Jﬂ sin® - (In(f(@) —A3P2(cos®) —A4P4(cos®)) - 6f(@)dO =0 (3.33)
0

Daraus erhilt man die Gleichgewichtsverteilungsfunktion f(©):
f(©) = N~ . exp[A2P2(cos®) + AgP4(cosO)] (3.34)
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N~ ist hierbei der Normierungsterm und A; die Lagrange-Multiplikatoren, P, und P, sind die
Legendrepolynome zweiter und vierter Ordnung.

Uber den Ordnungsparameter < P4 > in Abhédngigkeit von < P, > kann die Aufenthalts-
wahrscheinlichkeitsfunktion f(®) des gebundenen fluoreszierenden Sensors ermittelt werden. Die
theoretischen Unter- und Obergrenzen fiir < P4 > in Abhéngigkeit von < P, > sind die folgenden
(Abb. 26):

1
<Py >min = 5(35<P; >2 10 <Py > —7) (3.35)
1
<Psg >max = ﬁ(S <Py >+47) (3.36)
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Abbildung 26: Darstellung verschiedener Modelle und ausgewéhlte Verteilungsfunktionen f(®). A: < P, >,
< P4 >-Paare fiir das Kegel-, Gauf3- Modell und das A4-Potential. Die Grenzen geben die
moglichen Wertebereich fiir die < P, >, < P4 >-Paare vor. B: f(®) bei < P, >= 0.5 fiir das
Ag-Potential. C: f(©) bei < P, >= 0.5 fiir das Kegelmodell. D: f(®) bei < P, >= 0.5 fiir das
Gaujf$modell.

Je nach Form der Verteilungsfunktion f(©®) besitzt diese bestimmte lokale Maxima, welche bei
© = 0°, ® = 90° oder bei cos?@ = —A/2f3 liegen (Abb. 26B, C, D), wobei gilt A = §A2 — %?\4 und
B = %7\4. Es gilt:

Omax = O0°fiirA>-2p (3.37)
Omax = 90°fiirA<o0 (3.38)
Omax = arccosy/(—A/2B (3.39)
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Gelten 3.37 und 3.38, so existieren auch beide Maxima bei 0° und 90° (Abb. 26B). Die Form der
unterschiedlichen Verteilungsfunktionen werden detailliert in [Pottel et al., 1986] beschrieben.

Die < P; >, < P4 >- Kurve des Kegelmodells wird mit den folgenden Beziehungen dargestellt
(Abb. 26 blau):

1

<Py> = Ecos@c(l + cosO.) (3.40)
1

<Py> = gcosOc(l+ c0sO¢)(7cos’O. — 3) (3.41)

Das Maximum der Gleichgewichtsverteilungsfunktion wird nach Gleichung 3.39 berechnet,
dieser Winkel ist etwas kleiner ist als der Kegelwinkel O.. Fiir den Sensor bedeutet dies, dafd dieser
vorzugsweise eine Dreh-Bewegung innerhalb des Kegelwinkels austibt.

Fir das Gaussmodel (oder Maier-Saupe Modell) wird in der Gleichgewichtsverteilungsfunktion
(Formel 3.34) A4 = 0 gesetzt, welche dann in Gleichung 3.31 und 3.32 eingesetzt wird (Abb. 26 rot).
Das Maximum der Gleichgewichtsverteilungsfunktion ist bei 0°(Gleichung 3.37 ).

Beim A4-Potential gilt fiir die Gleichgewichtsverteilungsfunktion (Formel 3.34) A, = 0 (Abb. 26
griin). Es existieren fiir f(©) zwei Maxima bei 0° und 90° (Abb. 26B).

3.7.2 Analyse der Einzelmolekiilexperimente

Die aufgenommenen Bildsequenzen wurden mit Hilfe eines Matlab-Programms (PhD Hiroshi
Ujii, KU Leuven, Belgien) fiir die Analyse aufbereitet. Das Programm entrauscht die einzelnen
Bilder und findet die fluoreszierenden Molekiile in diesen. Die genauen Koordinaten der Molekiile
werden mit 2D-Gaufsfits mit Subpixelgenauigkeit gefittet. Positiv- und Negativfalsche Findungen
konnen per Hand korrigiert werden. Anschlieffend werden die Einzelpunkte zu Zeittrajektorien
zusammengefasst.

Die Analyse der Trajektorien wurde mit Hilfe einer im Rahmen dieser Arbeit selbstgeschriebenen
Matlab Routine und in Origin 8 (OriginLab Corporation) durchgefiihrt. Die Analyse von einzelnen
Trajektorien werden mittels des MSD'* < 12 > als eine Funktion der Zeit analysiert. Die Zeitin-
tervalle zwischen zwei Bildern in einer Zeitserie ist At. Fiir die Auswertung des MSD wurden
auch Zeitserien analysiert mit verschiedenen t1,4 = n/AAt, mit n eIN, um eine Abhéngigkeit des
Diffusionskoeffizienten mit steigenden t;q4 zu ermitteln. Die MSD einer Trajektorie wird als
“average over all pairs” wie folgt berechnet. [Saxton, 1997]

(tlag Z [ Xifn —Xi) + (Yitn _yi)z] (3.42)

N ist die Anzahl aller Bilder der Trajektorie. Fiir jedes n lduft die Funktion tiber alle moglichen Zeit-
intervalle der Lange nAt . Fiir normale Diffusion in zwei Dimensionen ist der Diffusionskoeffizient
D wie folgt gegeben

< Tz(tlag) >=4D - tag (3.43)
Die Diffusionsgleichung (2. Ficksches Gesetz) fiir konstante Diffusionskoeffizienten D lautet:

dc d%c

14 mittleres Verschiebungsquadrat - mean square displacement
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Um eine zweidimensionale Diffusion zu beschreiben, benutzt man eine Wahrscheinlichkeitsfunk-
tion p(7,tiag) = C(;,i];h mit Ny (Anzahl der Partikel) [Chandrasekhar, 1943], welche eine Losung
der Differenzialgleichung 3.44 ist. Mit dieser berechnet man die Wahrscheinlichkeit, mit der ein
Partikel von einem Ursprung ausgehend in einen Kreisring der Breite dr und dem Radius - der

Schrittweite r - springt:

2

r

p(r, tlag)dr

In der Auswertung wird die Breite dr mit dem Intervall [r, v + Ar] angendhert [Anderson et al.,
1992, Kues et al., 2001].
Durch Integration der Formel 3.45 erhilt man die kumulative Wahrscheinlichkeitsfunktion

N

2

.

P(r,tiag) = J‘p(r, tlagldr =1— eXp(—m) (3.46)
0

in welcher man die Wahrscheinlichkeit, ein Partikel innerhalb eines Radius r vom Ursprung aus
vorzufinden, bestimmt [Vrljic et al., 2002].
In einer solchen Darstellungsweise kann man die verschiedenen Unterpopulationen der Diffusion

mit einer Summe von Exponentialfunktionen mit relativen Amplituden fitten [Schiitz et al., 1997].
Hier fiir zwei Subpopulationen:

2 2
P(r?,t =1—(A-exp(———)+ (1 —A) - exp(—— 3.47
(1 tag) =1 = (A &xpl—g5 )+ (1= A explgp ) (347)
und die verallgemeinerte Form mit n Subpopulationen (mit } ; A; =1):
P(r? -1 .. - 4
(1 tiag) = 1= (3 Av-explgp ) (348)

i=1

Fiir die Schrittlingenverteilung ergibt sich analog fiir n Subpopulationen [Kues et al., 2001]:

n 2
Aj T
P, tLag) AT = ( E — Lt exp(——=—)27r)Ar (3.49)
tag 4= 47D - tiqg P40 e,

Die Analyse der Schrittlinge 2 in Abhéngigkeit von t1q4 gibt Aufschluf iiber die Art der
Diffusion. Ist die Abhingigkeit linear, so liegt normale Diffusion vor. Erreicht r2 aber einen
Grenzwert so spricht man von eingeschrankter Diffusion (confined diffusion). Dieses Verhalten wiirde
z.B. bei einer Diffusion eines Partikels innerhalb eines abgeschlossenen Bereiches vorliegen. Bei
eingeschrinkter Diffusion kann dieser Bereich, bzw. die Einschriankungsldnge L folgendermafien
berechnet werden [Kusumi et al., 1993]:

L2 12- Do - tiag

(tlag) = 5 (1 - expl———75—°1) (3.50)
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Resultate & Diskussion Teil I:
Aufbau einer zeitaufgeldsten Fluoreszenz “Pump-Probe”
Apparatur

Mit Hilfe einer 2-dimensional zeitkorrelierten Einzelphotonenzadhlungs (2D-TCSPC-) Apparatur
konnen auf zwei verschiedenen auch sehr weit auseinanderliegenden Zeitskalen die Fluores-
zenzphotonen detektiert werden. In unserem Fall handelt es sich um den Pico-/Nanosekunden-
Fluoreszenzlebensdauerbereich und den Nanosekunden- bis Sekundenbereich der Proteinfunktion.

Der eine Zeitbereich wird durch den “Pump”- Puls bestimmt, der im Nanosekundenbereich die
Proteinfunktion triggert. Dies ist hier der Photozyklus von Bakteriorhodopsin bzw. die Photoreak-
tion des Sehpigments Rhodopsin. Entlang der Reaktionskoordinate des Proteins wird dann mit
einem Picosekunden-Puls (“Probe”-Puls) die zeitaufgeldste Fluoreszenz einer proteingebundenen
Reportergruppe abgefragt. Die Zeitskala des Fluoreszenzzerfalls der Reportergruppe (Picosekun-
den bis Nanosekundenbereich) ist der andere Zeitbereich, der mit der 2D-TCSPC-Apparatur erfasst
werden kann.

Im Rahmen meiner Doktorarbeit habe ich den bestehenden “normalen” eindimensionalen
TCSPC-Aufbau, welcher die Fluoreszenzzerfallskurven mif$t, zu einer 2D-TCSPC-Apparatur er-
weitert. Somit konnen jetzt auch Fluoreszenzzerfélle von Reportergruppen an lichtanregbaren
Proteinen in Abhéngigkeit des Photozyklus/der Photoreaktion gemessen werden. Das von mir rea-
lisierte Mefiverfahren kann Informationen iiber zeitaufgeloste Fluoreszenzdaten und Anisotropien
in Nicht-Gleichgewichtszustanden mit Submillisekundenzeitauflosung erfassen.

Jelsuaiu|

Abbildung 27: Schematische Darstellung von 2D-TCSPC-Messungen. Die einzelnen, Picosekunden zeitauf-
gelosten, Fluoreszenzzerfallskurven (farbig dargestellt) werden in aufeinanderfolgenden Zeitin-
tervallen At entlang der Proteinreaktionkoordinate gemessen, welche sich in Abhangigkeit des
transienten Proteinzustandes dndern. Diese wird zum Zeitpunkt to“Pump” gestartet. ty«ppohe«

ist die Startzeit der Fluoreszenzzerfallskurven.
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4.1 Beschreibung der 2D-TCSPC Apparatur

Der bestehende TCSPC-Aufbau [Alexiev et al., 2003] enthalt einen von einem frequenzverdoppelten
Neodym-Yttrium-Vanadate (Nd : YVO4)-Laser gepumpten Titan:Saphir-Laser. In diesem wird ein
gepulster Laserstrahl erzeugt, welcher iiber einen Bereich von ca. 700 — 1000 nm eingestellt werden
kann und das Maximum der Laserintensitit bei ca. 800 nm besitzt. Uber seperate Frequenzver-
doppler (SHG") und -verdreifacher (THG!®) werden Frequenzbereiche von 350 — 500 nm und
230 — 330 nm eingestellt. Mit dem Optisch-Parametrischen-Oszillator (OPO) wird in der Liicke
zwischen frequenzverdoppeltem Laserlicht und der Fundamentalen der Bereich von 525 — 665 nm
abgedeckt. Es ist damit moglich, nahezu liickenlos einen Frequenzbereich von 250 — 1100 nm zu
adressieren. Die in dieser Arbeit verwendeten Fluoreszenzmarker besitzen Fluoreszenzlebens-
dauern von 4 — 6 ns. Da die Repetitionsrate der Pulse bei 80 MHz liegt, wiirden zwischen den
Einzelmessungen 12.5 ns liegen und die Messungen wiirden mit den vorhergehenden tiberlappen.
Daher wird die Repetitionsrate mittels Pulspicker auf 4 MHz heruntergetaktet. Die integrierte
Laserleistung liegt bei ca. 100 pyW - 24 mW bei 4 MHz, die Halbwertsbreite der Pulse liegt bei
2 ps. Der linear polarisierte Laserstrahl ist entweder horizontal oder vertikal polarisiert und wird
gegebenenfalls im Fresnelrhombus um 90° gedreht.

Wie aus Abb. 28 ersichtlich ist, wird der Laserstrahl tiber einen Neutraldichte (ND)-Filter geteilt,
dabei wird ein Bruchteil der Intensitit ausgekoppelt und von einer schnellen Photodiode mit
Nanosekunden Zeitauflosung (DET210, Thorlabs) detektiert. Das Signal der Photodiode wird mit
einem 1.6 GHz Vorverstarker (HFAC-26, B&H GmbH) [Vorverstarker] verstiarkt und anschlieffend
invertiert. Die Intensitdt des Signals wird mittels kontinuierlichen Neutraldichtefilters [F] vor
der Photodiode so eingestellt, dafl das verstdrkte elektrische Signal eine Spitzenintensitiat von
0.5 V besitzt. AnschliefSend wird dieses Signal direkt zur in die TCSPC-Mef3karte (SPC-830, B&H
GmbH) geleitet und dient fiir die TCSPC-Messungen als Stopsignal. Diese im PC eingebaute PCI-
Mef3karte beinhaltet Constant Fraction Discriminators (CFDs), Time-to-Amplitude Konverter (TAC),
Analog/Digitalwandler (ADC) und den Multichannel Analyser (MCA). Der Speicher ist ebenfalls auf
der Karte integriert, ebenso kommt die Stromversorgung der Vorverstarker von dieser Mef3karte.

Der andere Teil des Laserpulses wird durch ein Filterrad mit zwei Neutraldichtefiltern hinter-
einander geleitet. Diese konnen so eingestellt werden, daf8 die durch den Lasersstrahl angeregte
Fluoreszenz der Probe nicht zu klein ist und auch nicht zu hoch, damit noch im Einzelphotonen-
modus gemessen werden kann und auch die hohe Lichtintensitdt das Multi Channel Plate [MCP]
nicht zerstoren kann. Vor der Probe wird das Licht noch durch einen Glan-Thompson Polarisator
[GP] geleitet. Fiir lichtsensitive Proben befindet sich eine Zerstreuungslinse vor der Probe im
Probenanregungsstrahlengang.

Die Probe befindet sich in einem temperierbaren Kiivettenhalter. Das Licht vom Pumplaser
wird tiber eine Glasfaser zur Probe geleitet. Am Probenhalter existieren Anschliisse, mit welchen
trockene Luft an die Kiivettenfenster geblasen wird, um bei Messungen unter 15°C Kondensation
von Luftfeuchtigkeit an den Fenstern zu vermeiden.

Das Licht der Probe aus der Kiivette geht durch einen Kantenfilter [CF], welcher das Fluoreszenz-
licht passieren ldft, aber gestreutes Licht absorbiert. Die Linse [L] parallelisiert das Fluoreszenzlicht,
welches dann noch eine variable Irisblende [I] und einen Folienpolarisator [P] passiert. Der MCP
(R3809U, Hamamatsu) detektiert einfallende Photonen und konvertiert sie in ein elektrischen
Impuls. Da der MCP bei hohen Lichtintensititen zerstort werden kann, wird dieser durch einen
mechanischen Shutter (LS6T2K, Uniblitz) auflerhalb der Messungen geschiitzt. Der MCP wird tiber
ein Peltierelement in einem Kiihlgehduse gekiihlt, um die Dunkelzihlrate so gering wie moglich
zu halten. Sie liegt bei diesem Modell bei ca. zehn Impulsen pro Sekunde. Die Arbeitsspannung

15 second harmonic generation
16 third harmonic generation

58



Trigger

Aktivierungslaser Verschluf3-
steuerung
Fluzellen- Probe Start
. [ Detektor —I Ausgabe
reservoir

TCSPC Elektronik

Sto
P Norverstarker]

ps-Laserquelle

Abbildung 28: Aufbau der 2D-Apparatur: Die eindimensionale TCSPC-Apparatur (Abb. 15) wird um einen
Pumplaser (4) erweitert, welcher mit einem Lichtpuls die Probe lichtaktiviert und die Messung
mit der Mefikarte sychronisiert (5). Die Flufizelle (griin) wird aus dem Flufizellenreservoir
(6) gespeist. F steht fiir kontinulierlicher ND-Filter, FR der Fresnelrhombus, DF Doppeltes
Neutraldichtefilterrad, GP Glan Thompson Polarisator, DL Aufweitungslinse, CF Kantenfilter, L
Sammellinse, I Irisblende, P Folienpolarisator und Sh Verschlufs.

liegt bei 2.84 kV. Die Impulse vom MCP werden von einem 1.6 GHz Vorverstarker (HFAC-26, B&H
GmbH) vorverstadrkt und auf die TCSPC-Karte geleitet. Das Signal vom MCP wird in der Karte
als Startsignal interpretiert. Das hat den Vorteil, dafy die Karte eine Einzelmessung nur startet,
wenn wirklich ein Photon durch den MCP registriert wurde. Das Verhiltnis der Stop-/Startpulse
sollte etwa bei 100:1 bis 200:1 liegen, um die Apparatur im Einzelphotonenmodus zu betreiben
[Lakowicz, 2006, Alexiev et al., 2003].

Die Auflosung des ADC kann variabel bis 4096 Kanile auf der Zeitachse der Fluoreszenz
eingestellt werden. Fiir die Messungen wurde sie auf 1024 Kanile eingestellt, damit die MefSkurven
mit der Global Unlimited V2.2 Software analysiert werden kénnen. Um die Geratefunktion
(Instrumental response function - IRF) aufnehmen zu konnen, wird anstelle der Probe eine stark
streuende Losung benutzt. Im sichtbaren Wellenldngenbereich benutzt man dafiir verdiinnte Milch.
Im UV Bereich dagegen verwendet man eine kolloidale Dispersion sehr kleiner Siliciumdioxid-
Partikel (LUDOX), da die in der Milch vorhandenen Proteine Tryptophan enthalten, welche im UV
Bereich fluoreszieren. Die Halbwertsbreite der IRF liegt bei 35 ps bei einer Kanalbreite von 20 ps.

Der Pumplaser aktiviert den Photozyklus oder die Photoreaktion. Dafiir wird ein Excimer-Laser
(EMG 50, Lambda Physik) gepumpter Farbstofflaser genutzt. Die Pulsdauer des Excimers liegt
bei 10 ns und die Energie eines einzelnen Pulses bei 308 nm bei 80 — 100 mJ. Die Laserpulse
aus dem Farbstofflaser mit dem Farbstoff Coumarin 307 in Methanol haben eine Energie von
14 — 16 m] bei 493 nm. Diese werden durch eine Lichtleitfaser zur Probe geleitet. Bei den hohen
Energien der Pulse ist die Einkopplung der Pulse in die Faser (HCG-M0940T mit 10 m Lange von
LaserComponents, maximale Peakpower 1 GW/cm?) kritisch. Da der Strahl stark divergent ist,
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muf$ er gebiindelt werden, dabei ist darauf zu achten, daf§ der Fokussierpunkt vor dem Eintritt in
das Glasfasermedium liegt, da die entstehenden Energiedichten in der Faser diese zerstdren konnen.
Weiterhin kann nicht mit Steckern mit normalen SMA (Sub-Miniature-A) Anschlufd gearbeitet
werden, da die Faser in diese Stecker geklebt wird. Wenn der Laserstrahl nicht direkt in die Faser
geht, sondern die Klebung trifft, vaporisiert dieser und setzt sich auf die Faseroberflidche ab und
macht sie unbrauchbar. In diesem Aufbau wird eine freistehende Faser verwendet, welcher die
dufieren Isolierschichten entfernt wurden und an der Oberfléche poliert wurde. Die Energie des
Laserpulses am Faserende betréigt etwa 3 — 5 mJ, mit welchen die Probe aktiviert wird. Fiir die
Triggerung der Meflkarte wird ein elektrisches Signal vom Excimerlaser an die Karte geleitet,
welche von 15V auf 5V transformiert wird. Das Signal kommt mit etwa 800 ns Verzogerung
nach dem Laserpuls von der Stromversorgung des Excimerlasers und triggert zusitzlich die
Verschlufisteuerung. Diese wurde im Rahmen dieser Arbeit fiir das Setup entworfen, um den
Verschluf$ (Shutter) zu steuern. Diese Verschlufisteuerung wird genutzt, um ein +5 V TTL-Signal
(Transistor-Transistor-Logik) an die Treiber des Shutter zu senden, um diesen zu 6ffnen. Die
Offnungszeit kann innerhalb von 100 s frei mit einer Auflésung 1]—0 s eingestellt werden. Fiir andere
Messungen kann auch ein Dauer-TTL Signal gegeben werden, damit der Shutter offen bleibt.
Es existiert ebenfalls die Moglichkeit einen zweiten Verschluf$ gleichzeitig zu steuern, um z.B.
den Probe-Laser ausserhalb der Mef3zeit zu blocken, um eine eventuelle Anregung der Probe zu
minimieren.

Um die einzelnen Fluoreszenzzerfallskurven aus den 2D-Messungen mit ausreichenden Kon-
fidenzintervallen fitten zu konnen, ist es vonnoten, die Probe wiederholt zu messen und die
detektierten Ergebnisse der einzelnen Mefizyklen aufzusummieren. Da Bakteriorhodopsin einen
vollstindigen Photozyklus besitzt, kann man ein und dieselbe Probe auch fiir mehrere aufein-
anderfolgende Photozyklen benutzen. Daher wird fiir Messungen mit Bakteriorhodopsin eine
3 mmx 3 mm Fluoreszenzquarzkiivette (Hellma) mit drei 5 mm hohen Fenstern benutzt. Das
Probenvolumen im sichtbaren Bereich betrdgt 45 pul. Rinderaugenrhodopsin kann aufgrund dessen,
dafs es nach Lichtanregung nicht mehr von alleine in den Ausgangszustand zurtickkehrt, nur
einmal lichtaktiviert werden. Daher muf fiir die 2D Messungen auch fiir jede Einzelmessung die
Probe ausgetauscht werden. Um die Messung zu optimieren, wird eine Quarzdurchflufkiivette
mit drei Fenstern eingesetzt, so daff durch das eine Fenster die Probe mit den Pumppuls angeregt
werden kann und die zwei anderen Fenster in rechtwinkliger Geometrie zur Anregung und
Detektion der Fluoreszenz des Fluorophors genutzt werden kénnen. Die Probe wird aus einem
Vorratsgefaf3 tiber eine Peristaltikpumpe zur Kiivette gepumpt. Um vorzeitige Lichtanregung der
Probe zu vermeiden, ist das Gefafs in einer dunklen Box aufbewahrt und mit lichtundurchlédssigen
Schlduchen mit der Kiivette verbunden. Die Pumpgeschwindigkeit der angeregten Probe mufs an
den Beobachtungszeitraum tiber der Proteinfunktionskoordinate angepasst sein. Deshalb wird die
Pumpeinheit tiber eine weitere Steuereinheit geschaltet, welche sich ebenso variabel einstellen 146t
wie die VerschlufSsteuerung.

42 Testmessung mit Bakteriorhodopsin

Um den 2D-TCSPC-Aufbau zu testen, habe ich Bakteriorhodopsin als Probe verwendet. Der
Photozyklus von Bakteriorhodopsin ist innerhalb von ungeféhr einer Sekunde durchlaufen. Die
Zeitkonstante der Reaktion, die von den Intermediaten N und O zuriick zum Grundzustand fiihrt,
liegt im Bereich von 10 ms bis 200 ms bei 10°C. Mit einer Abtastzeit von 2ms auf der Proteinreakti-
onskoordinate kann die Anderung der zeitaufgeldsten Fluoreszenzzerfille einer kovalent an das bR
gebundenen Reportergruppe in der zweiten Hilfte des Photozyklus (M —N/O — bR) detektiert
werden. Ein Vorteil von bR ist, dass der Photozyklus repetetiv anregbar ist und somit das Signal
tiber viele Zyklen aufsummiert werden kann. Bei einer mittleren Fluoreszenzintensitdt von 30000
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Abbildung 29: A: Absorptions- und Emissionsspektren der fluoresceinmarkierten Bakteriorhodopsin Mu-
tante S35C (S35C-AF). Der Farbstoff ist an Position 35 im AB-Schleife tiber ein Cystein an das
Bakteriorhodopsin gebunden. (1) markiert den Absorptionspeak des Retinals von bR, (2) den
Absorptionspeak des gebundenen Fluoresceins und (3) das Emissionsmaximum des Fluoresceins.
B: Die zeitabhingigen Absorptionsanderungen tiber den Photozyklus von S35C-AF wurden bei
410, 570 und 650 nm aufgenommen. Meflbedingungen: 10 uM S35C-AF, 150 mM KCl, 10 mM Tris
pH 7 bei 10°C.

counts/s am Detektor erwarten wir 60 counts pro Pumpereignis (Anregung des Photozyklus) in
einem Zeitintervall von 2 ms auf der Proteinreaktionskoordinate. Um etwa 1000 bis 2000 Peakcounts
in der Fluoreszenzzerfallskurve zu erhalten, sind bei einem Verhiltnis von 1:30 zwischen Peak-
counts und Gesamtcounts des Fluoreszenzzerfallssignals von Fluorescein, welches an bR kovalent
gebunden ist, ungefdhr 500 bis 1000 repetitive Anregungen des Photozyklus notwendig.

Fur die Testmessung wurde die bR Mutante S35C verwendet. An das Cystein in Position 35 wur-
de der Fluoreszenzfarbstoff lodoacetamidofluorescein (IAF) mit einer Labelstochiometrie von 10%
kovalent gebunden. Diese Labelingstochiometrie ist niedrig genug, um Homoenergietransfer an
der Oberfldche der bR Membranfragmente zu vermeiden, aber hoch genug, um ein ausreichendes
Fluoreszenzsignal zu erreichen. Abbildung 29A zeigt die Absorptions- und Emissionsspektren der
bR-Mutante S35C-AF. Ein Uberblick iiber die Photozykluskinetik von bR-S35C-AF ist in Abb.29B
dargestellt. Der Photozyklus von S35C-AF wurde mittels transienter Absorptionsspektroskopie
bei 17 verschiedenen Wellenlidngen zwischen 390 und 670 nm gemessen. In Abb.29B sind drei
charakteristische Wellenldngen aufgetragen. Diese entsprechen folgenden Intermediaten im Pho-
tozyklus des Bakteriorhodopsins: 410 nm - Anstieg und Zerfall des M-Intermediates; 570 nm -
Zerfall und Riickkehr des Ausgangszustandes (bR-Zustand); 650 nm - Zerfall des K-Intermediates,
Bildung und Zerfall des O-Intermediates. Mit einem globalen Fit der 17 verschiedenen Zeitspuren
konnen acht Zeitkonstanten ermittelt werden. Fiir den ersten Teil des Photozyklus (Aufbau des
M-Intermediates) wurden folgende Zeitkonstanten bestimmt: 1.1 ps, 5.4 ps, 79 us und 306 ps. Der
zweite Teil des Photozyklus (M — N/O — bR) wurde mit folgenden Zeitkonstanten beschrieben:
1.7 ms, 6.3 ms, 29 ms und 212 ms, wobei der Zerfall des M-Intermediates in einem seperaten
biexponentiellen Fit mit den Zeitkonstanten von 5 ms und 30 ms angepasst wurde.

Vor Beginn der Fluoreszenz-Pump-Probe Messungen an bR S35C-AF wurde zunédchst der Fluores-
zenzzerfall des Fluoresceins im bR-Zustand vor Lichtanregung gemessen. Abbildung 30A zeigt den
Fluoreszenzzerfall von S35C-AF und die entsprechende Fitkurve. Der Fluoreszenzzerfall wurde
mit drei Exponentialfunktionen gefittet (Gleichung 3.9). Die Zeitkonstanten der Fluoreszenzzerfélle
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Abbildung 30: A: Fluoreszenzzerfall der Bakteriorhodopsin S35C-AF Mutante im Ausgangszustand mit
Geratefunktion. Inset: Normalisierte Kurven von bR vor und 6 ms nach Lichtaktivierung. B:
Rohdaten des Fluoreszenzzerfalls 6ms nach Lichtanregung (rot) im Vergleich zu der Fluoreszenz-
zerfallskurve im Ausgangszustand (schwarz). Mefibedingungen: 10 uM S35C-AF, 150 mM KCl,
10 mM Tris pH 7 bei 10°C, Aex = 461 nm, Emission wurde {iber OG515 aufgenommen.

liegen bei 0.16 ns, 1.1 ns und 4.0 ns und passen zu fritheren Messungen von S35C-AF [Alexiev
et al., 2003].

In der 2D-TCSPC-Messung wurde die Probe bR S35C-AF mit 1000 Pumpzyklen angeregt. Abbil-
dung 30B zeigt den Vergleich der Rohdaten zwischen den Fluoreszenzzerfdllen vom bR Zustand
und wéhrend des Photozyklus (6 ms nach Lichtaktivierung). Betrachten wir die Peakcounts der
Zerfallskurve 6 ms nach Lichtaktivierung von bR, dann haben wir einen Wert von etwa 1500
Ereignissen bei einer Gesamtsumme von etwa 41000 Ereignissen im MefSbereich von 0-20 ns. Diese
Werte entsprechen unserer Uberschlagsrechnung und wir haben ca. 40 Counts pro Pumpereignis
am Detektor im betrachteten Zeitintervall von 2 ms.

Zur weiteren Auswertung wurden die Fluoreszenzintensititsanderungen des bR gebundenen
Fluoresceins als Funktion der Proteinreaktionskoordinate in einem Konturplot mit den Absorpti-
onsdnderungen im Photozyklus (Abb. 31B, D) verglichen. Der Konturplot von Abbildung 31B zeigt
die Differenz der zweidimensionalen Fluoreszenzlebensdauermessungen des Fluoreszenzlabels
an der Oberfldche tiber den Photozyklus des Bakteriorhodopsin zu der Fluoreszenzlebensdau-
ermessung des Bakteriorhodopsins im Ausgangszustand, um die Anderungen wihrend des
Photozyklus herauszuheben. Der hochste Anstieg in der Fluoreszenz ist im Bereich von 0.1 —0.2 ns
nach Anregung des Fluoreszenzlabels (mit einem + markiert) zu sehen, welches der schnellsten
Fluoreszenzlebensdauerkomponente entspricht.

In den Abbildungen 31A und C sind zeitabhédngige Fluoreszenzintensitdtsinderungen tiber der
jeweiligen Zeitachse, zum einen des Photozyklus (Abb.31A) und zum anderen des Fluoreszenzzer-
falls (Abb. 31C), aufgetragen. Diese zeitabhingigen Intensitatsinderungen sind die Linienprofile
der eingezeichneten horizontalen und vertikalen Schnitte in Abbildung 31B.

Zum Vergleich ist in Abbildung 31D der Konturplot der Photozyklus - Absorptionsdnderungen
tiber einen Wellenldngenbereich von 380 — 670 nm aufgetragen. Das “+” kennzeichnet hier den
Absorptionsanstieg des M-Intermediates bei 410 nm und das “—” den Abfall in Absorption des
Ausgangszustandes bei 570 nm. Es ist ersichtlich, daf} die erhohte Fluoreszenzintensitat den Marker
wéhrend der Lebensdauer des M-Intermediates auftritt. In Abbildung 31E werden der Zerfall des
M-Intermediats mit dem Zerfall der Fluoreszenz der schnellen Fluoreszenzlebensdauerkomponente
von 0.16 ns direkt miteinander verglichen (horizontale Schnitte durch die beiden Konturplots).
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Abbildung 31: Ubersicht {iber 2D-Fluoreszenzmessung (oberes Dreierpanel) und den Absorptionsmessungen
(unteres Zweierpanel) im bR-S35C-AF Photozyklus. A: Fluoreszenzédnderung des am Rhodopsin
gebundenen Fluorescein. B: Konturplot der Differenz der Fluoreszenzzerfille des Fluoresceins
tiber den Photozyklus mit den Fluoreszenzzerfall im Ausgangszustand des S35C-AF. C: Die
Differenz des Fluoreszenzzerfalls von Fluorescein 10 ms nach Lichtaktivierung (vertikales Lini-
enprofil aus B) mit dem des Fluoreszenzzerfalls mit bR im Grundzustand ist aufgetragen. D:
Konturplot der Verldufe der Absorptionsénderungen bei 19 Wellenldngen tiber den Photozyklus
der S35C-AF Mutante als Konturplot. “+” und “-” Kennzeichnen die Bereiche mit den grofiten
Absorptionsanderungen. E: Vergleich der Kinetiken in der zweiten Halfte des Photozyklus. Das
M-Intermediat bei 410 nm (Linienprofil aus A, rot) und der Verlauf der schnellen 166 ps (Linien-
profil aus B, griin) Fluoreszenzkomponente des Fluoresceins sind mit den korrespondierenden
Zeiten und Amplituden aufgetragen. Mefbedingungen: 10 pM S35C-AF, 150 mM KCl, 10 mM
Tris pH 7 bei 10°C, 2 ms Zeitauflosung auf der Achse des Photozyklus mit 500 Zeitfenstern
und 1000 Wiederholungsmessungen. Die Fluoreszenzanregung wurde bei Aex = 461 nm, die
Fluoreszenzemission durch einen OG515 Kantenfilter aufgenommen. 63



Diese beiden Zerfille werden biexponentiell gefittet und ergeben fiir den M-Zerfall Zeitkonstan-
ten von 5 ms und 30 ms, sowie fiir den Zerfall der schnellen Fluoreszenzlebensdauerkomponente
von 11 ms und 44 ms. Die 5 ms Zerfallskomponente in der Absorption bei 410 nm passt relativ
gut zur 6.3 ms Komponente aus dem globalen Fit des Photozyklus aus Abbildung 29B. Diese
Zeitkonstante beschreibt hauptsichlich den Ubergang von M — N/O, wobei das O-Intermediat
bei hoheren Temperaturen und niedrigeren pH bevorzugt gebildet wird [Scherrer und Stoeckenius,
1985] und bei 10°C zu 10-30% gebildet wird. Unter unseren Mefibedingungen von 10°C und
pH 7 haben wir deshalb eine relativ niedrige Amplitude, die bei 16% liegt. Vergleicht man die
mittleren Lebensdauer des M-Zerfalls mit der Kinetik der Fluoreszenzintensititsanderung, so
erhilt man Zeitkonstanten von 25 ns fiir den Zerfall des M-Intermediats und 29 ns fiir den Zerfall
der AF-Fluoreszenz (Abb.31A und E). Es scheint, dafs der beobachtete Fluoreszenzanstieg mit dem
Zerfall des M-Intermediates ebenfalls wieder zur Fluoreszenzintensitiat des Ausgangszustandes
zurlickkehrt (Abb. 31B).

4.3 Diskussion

In diesem Kapitel wurde die erfolgreiche Integration einer neuen multidimensionalen TCSPC-
Mefskarte mit einem durchstimmbaren Lasersystem mit hoher Wiederholfrequenz und einem
gepulstem Laser mit hohen Pulsenergien zu einer neuen 2D-TCSPC-Apparatur gezeigt. Die
Implementierung einer Durchflufizelle bei der mit einer elektronischen Steuerung die Verweildauer
der Proben im Mefikompartiment geregelt werden kann, komplementieren den Aufbau. Es wurde
gezeigt, dafl diese Apparatur in der Lage ist, Echtzeitdynamiken eines Fluoreszenzmarkers und
damit auch Anderungen in der Umgebung des Markers wihrend des Photozyklus in Nicht-
Gleichgewichtszustdnden zu detektieren. Diese Apparatur ist ebenfalls in der Lage, zeitaufgeloste
Anisotropiezerfille auf der Zeitachse der Proteinfunktion zu erfassen.

Bei dem Test an bR wurde der Fokus auf Anderungen des zeitaufgelosten Fluoreszenzzerfalls
an der cytoplasmatischen Oberfliche wihrend des Photozyklus der bR-S35C Mutante gelegt. Mit
transienten Flash-induzierten Absorptionsmessungen wurde gezeigt, dafs die bR-S35C Mutante
eine Kinetik zeigt, welche dem Wildtyp bR sehr dhnelt [Scherrer et al., 1994]. Die Messungen
zeigen die Anderungen der Absorption des Chromophors des Proteins. Fiir die Detektion der
Oberflachendanderungen des Proteins werden Fluoreszenzdanderungen eines spezifisch daran ge-
bundenen Fluoreszenzmarkers gemessen. Mit der Bindung des Fluoreszenzmarkers an das Protein
wird das Fluoreszenzzerfallsverhalten des Markers durch Fluoreszenzloschung multiexponentiell.
Fluoreszenzloschung kann vielféltige Ursachen haben. Da in diesem System die Emissionsbande
des Fluoresceins mit der Absorptionsbande des Retinals tiberlappt (Abb.29A) mufi ebenfalls ein
moglicher Forster-Energietransfer in Betracht gezogen werden. Zeitaufgeloste Fluoreszenzmessun-
gen (unpubliziert - U. Alexiev) an fluoresceinmarkierten bR mit reduzierter Schiffscher Base (rR-bR)
zeigten, daf3 die relativen Amplituden der Fluoreszenzlebensdauerkomponenten 11 = 0.1 ns (ot7)
und T3 = 4 ns («3) eine Abhingigkeit vom Energietransfer zeigen. «; steigt von 20% ohne Ener-
gietransfer im rR-bR zu etwa 70% im bR-Grundzustand. Durch das im M-Intermediat verschobene
Retinalabsorptionsmaximum (A qx,m = 412 nm) ist kein Energietransfer vom Fluorophor zum
Retinal und eine Verringerung von «; zu erwarten. Die Analyse der hier gemessenen Daten zeigt,
daf3 aber im M-Intermediat nicht nur ein absoluter Anstieg der Gesamtfluoreszenz zu beobachten
ist, sondern auch «; ansteigt (Abb. 30A Inset, 31D). Zusétzlich muf berticksichtigt werden, daff nur
ca. 10-15% der bR - Molekiile angeregt werden und in den Photozyklus gehen. Dies bedeutet, dafs
das Fluoreszenzzerfallssignal eine Uberlagerung des Fluoreszenzzerfallssignals des bR - Grundzu-
standes und des jeweiligen Zeitbereiches im Photozyklus ist. Dieser Trend bestétigt die Messungen
mit rR-bR, der Effekt ist jedoch geringer, wahrscheinlich aus den genannten Griinden. Das ist
ein klarer Hinweis darauf, dafl neben dem Energietransfer die Anderung der Umgebung einen
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Abbildung 32: Analyse der relativen Fluoreszenzamplituden von bR im Grundzustand und 6 ms nach
Lichtaktivierung. Fiir bR im Grundzustand sind 71 =0.11 ns, 7 = 0.41 ns und 13 = 3.5 ns. 6
ms nach Lichtaktivierung sind 17 = 0.15 ns, T, = 0.52 ns und 13 = 3.55 ns. Meflbedingungen:
10 uM S35C-AF, 150 mM KCl, 10 mM Tris pH 7 bei 10°C. Die Fluoreszenzanregung wurde bei
Aex = 461 nm, die Fluoreszenzemission durch einen OG515 Kantenfilter aufgenommen.

grofien Einfluff auf o besitzt. Betrachtet man die Analyse der relativen Amplituden (Abb. 32),
dann erkennt man, daff im M-Intermediat nicht nur o, sondern gerade x; (t2 = 1 ns) stark
ansteigt. Da diese Zerfallskomponente nicht mit dem Energietransfer in Zusammenhang gebracht
wurde, ist dies ein weiterer Hinweis darauf, daff Umgebungsinderungen im M-Intermediat den
starksten Einflug auf die Anderung der Fluoreszenz haben.

Ebenfalls zeigt der direkte Vergleich der Kinetiken des M-Zerfalls und der Fluoreszenzidnderung
bei 166 ps tiber der Zeitachse des Photozyklus Differenzen zwischen der mittleren Zerfallszeit-
konstante, die fiir den Zerfall des M-Intermediates 25 ms und fiir die Fluoreszenzdnderung 29 ms
betragt (Abb. 31E). Gleiches gilt auch fiir die beiden individuellen Zerfallszeiten, die dartiberhinaus
auch deutlich unterschiedliche Amplituden aufweisen (Abb. 31E). Dies ist ein nochmaliger Hinweis
darauf, dafs der Energietransfer nur zum Teil die Fluoreszenzdnderungen beeinflufst. Dartiberhin-
aus zeigt der Vergleich mit EPR-Messungen an Spinmarkern in gleicher Position ein dhnliches
kinetisches Verhalten fiir den Zerfall des M-Intermediates und die Anderung des EPR-Signals
[Mollaaghababa et al., 2000], d.h. die EPR-Signaldnderung besitzt eine langamere Kinetik als der
Zerfall des M-Intermediats. Die in diesen Messungen festgestellten Anderungen von Umgebung
bzw. Proteinstruktur scheinen ebenfalls wihrend des M-Intermediates aufzutreten, aber sind mit
dem M—N Ubergang assoziiert. Im M—N/O wird die Schiffsche Base vom Asp96 reprotoniert,
welche sich im cytoplasmischen Teil des Proteins befindet. Mit dem M—N Ubergang ist das
Herauskippen des cytoplasmatischen Endes der Helix F assoziiert. Dabei dndert sich ebenfalls die
Konformation der EF-Schleife und Helix G dreht sich in Richtung des Protonenkanals [Subrama-
niam und Henderson, 2000, Vonck, 2000, Radzwill et al., 2001]. Da sich der Fluoreszenzmarker an
der AB-Schleife in direkter Nachbarschaft von Helix G befindet, ist er in einer guten Position, diese
konzertierten Bewegungen zu detektieren.

Zusammenfassend kann am Beispiel des Retinalproteins bR erfolgreich gezeigt werden, dass die
Kinetik von photozyklusinduzierten Umgebungs- bzw. Strukturanderungen an der cytoplasma-
tischen Proteinoberfliche iiber die Anderung der Eigenschaften des Fluoreszenzmarkers mittels
2D-TCSPC-Messungen detektiert werden konnen.
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Resultate & Diskussion Teil II:
Die Dynamik von Helix 8 an der cytoplasmatischen
Seite von Rhodopsin bei Rezeptoraktivierung

Helix 8 spielt eine wichtige strukturelle Rolle sowohl bei der Aktivierung als auch bei der Deakti-
vierung des Sehpigments Rhodopsin. Rhodopsin besteht aus sieben Transmembranhelizes, welche
tiber flexible Segmente, den Schleifen, miteinander verbunden sind. Die vierte cytoplasmatische
Schleife ist amphipathisch und besitzt eine o-helikale Sekundarstruktur, welche erst seit der
Losung der Kristallstruktur des Rhodopsins bekannt ist und parallel zur Membranoberfldche der
cytoplasmatischen Oberflache liegt [Palczewski et al., 2000]. Die Untersuchung ihrer Funktion, ins-
besondere ihrer Bindung zu Transducin, wurde meist mit Mutagenesestudien und Aktivitdtsassays
durchgefiihrt [Marin et al., 2000, Ernst et al., 2000]. Dagegen sind die Flexibilitat und Dynamik
dieser amphipatischen Helix unter physiologischen Bedingungen nicht ausreichend untersucht
worden. Das sind aber wichtige Faktoren fiir die Bindung des G-Protein Transducin und auch -
neben der Phosphorylierung des C-Terminus von Rhodopsin - fiir die Bindung des Arrestins. Fluo-
reszenzanisotropiemessungen sind ein geeignetes Mittel, um diese Fragestellung zu adressieren.
Aus der Analyse von polarisierten zeitaufgelosten Fluoreszenzmessungen kénnen zwei unabhéngi-
ge Parametersitze - die Fluoreszenzlebensdauer und die Anisotropie - gewonnen werden. Aus der
Analyse der Fluoreszenz kann im wesentlichen auf Umgebungsparameter geschlossen werden, die
Anisotropie kann Informationen tiber die Dynamik und Flexibilitdt der Helix liefern [Alexiev et al.,
2003]. Im folgenden werden zunéchst die zeitaufgelosten Fluoreszenzparameter analysiert und im
anschlieffenden Unterkapitel die Anisotropieparameter.

6 Helix 8

3 Membran

Abbildung 33: Darstellung eines Tertidrstrukturmodells von Rhodopsin im Dunkelzustand (PDB: 1U19) in
einer Membran. Die amphiphatische Helix 8 ist rot hervorgehoben. Der Fluorophor 5-IAF (als
Strukturformel dargestellt) ist am Cys316 (griin) kovalent gebunden.
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Fiir die Messungen an Helix 8 wurde das in dieser Helix liegende Cys316 fluoreszenzmarkiert.
Es ist eines von zwei frei zugédnglichen Cysteinresten von Rhodopsin. Unter geeigneten Praparati-
onsbedingungen [Alexiev et al., 2003] kann exklusiv am Cys316 der Fluoreszenzfarbstoff gebunden
werden (Abb. 33). Die Labelingstochiometrie ist bei Fluoreszenzmessungen in Rhodopsindiskmem-
branen von entscheidender Bedeutung, da die Proteine auf der Membranoberfldche sehr dicht
gepackt sind. Um Homoenergietransfer auszuschliefen, wurde eine Labelingstochiometrie von
etwa 10-20% verwendet wie sie in Kapitel 3.6.2 berechnet wurde.

Fiir die Messungen in dieser Untersuchung wurde der Fluoreszenzfarbstoff Fluorescein be-
nutzt. Dieser besitzt auch pH-abhidngige spektroskopische Eigenschaften (Abb.35). Neben der
Fluoreszenz koénnen somit iiber die pH-abhéngigen Absorptionseigenschaften Protonen- und
Potentialdnderungen lokal tiber transiente Absorptionsmessungen detektiert werden. Der Vorteil
der Nutzung dieses Farbstoffes liegt nun darin, daf$ ein und dieselbe Probe mit verschiedenen
Mefsmethoden analysiert werden kann und damit eine bessere Vergleichbarkeit der Mefiergebnisse
gegeben ist. Die pH-Abhédngigkeit der spektroskopischen Eigenschaften und ihr Einfluf8 auf die
Fluoreszenz und Anisotropie werden im folgenden zunéchst charakterisiert.

5.1 pH-Abhéngigkeit der Fluoreszenzeigenschaften von Fluorescein

5.1.1 Freies Fluorescein

Fluorescein besitzt im pH-Bereich von pH 1 bis pH 10 drei Protonierungs- / Deprotonierungsiiber-
gange [Zanker und Peter, 1958] (Abb. 34). Im sauren Bereich unter pH 2 liegt das Fluorescein als
Kation vor und besitzt phosphoreszierende Eigenschaften [Lewis et al., 1941]. Dagegen sind der
neutrale und die anionischen Zustdnde fluoreszent. Die unterschiedlichen Ladungszustdande des
Fluoresceins unterscheiden sich in ihren Absorptionseigenschaften (Abb. 34).
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Abbildung 34: Struktur von Fluorescein in verschiedenen Protonierungszustdnden (obere Reihe) mit ihren
ungefdhren pKq-Werten. In der unteren Reihe sind die korrespondierenden Absorptionsspektren
(von links nach rechts) bei ca. pH1, pH3.7, pH6.0 und pH 8.5 dargestellt. Messbedingungen:
2uM IAF, 50 mM Puffer, 150 mM NaCl, 20°C. pH 1 wurde mittels HCI ohne Puffer titriert.
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Die Absorptionsspektren besitzen zwei leicht pH-abhidngige Maxima bei etwa Ay qx1 =~ 440 nm
und Apqx2 = 490 nm, dessen Amplituden sich stark mit dem pH &ndern. Im Sauren ist die
Amplitude von A, qx1 dominierend, beim Ubergang zum Alkalischen steigt die Amplitude des
langwelligeren Maximums A qx2 (Abb.35A). Das Absorptionsmaximum der kationischen Form
liegt bei Ax = 438 nm, das der neutralen Form bei Ayy = 440 nm. Die monoanionische Form besitzt
ihr Absorptionsmaximum bei A5 = 485 nm und die dianionische bei A4 =491 nm.
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Abbildung 35: Spektrale Eigenschaften des Fluoresceins: A: Die pH-Abhingigkeit der Absorptionsspektren
(durchgezogene Linien) im Bereich von pH2.9 bis pH10.6 und das Fluoreszenzemissionspektrum
bei pH 8.5 (gepunktete Linie) bei 20°C sind dargestellt (50 mM Puffer, 150 mM NaCl). B: Vergleich
der Fluoreszenzzerfallskurven von IAF bei verschiedenen pH-Werten. C: Die pH-Abhéangigkeit des
Fluoreszenzlebensdauer (blau) und der Absorption bei 491 nm (schwarz) von IAF sind dargestellt.
D: Alternative Analyse der Fluoreszenzlebensdauer mit Ty (schwarz), T4 (rot) und 1,4 (griin)
von IAE. Alle Messungen wurden mit 2 uM IAF, 50 mM MES-Bis-Tris-Propan und 150 mM NaCl
bei 20°C durchgefiihrt. Bei den Fluoreszenzmessungen war Aex = 484 nm , Emission wurde tiber
OG515 aufgenommen.

Fluorescein wurde als Fluorescein-Dinatriumsalz (F — Nay) und als Iodoacedamidofluorescein
(IAF) in 50 mM Puffer und 150 mM NaCl bei 20°C charakterisiert. Dazu wurden pH-Reihen der
Absorption und der Fluoreszenzlebensdauer gemessen. Die pH-abhangigen Absorptionsspektren
sind in Abb.35A (durchgezogene Linien) dargestellt, ebenso wie ein charakteristisches Fluores-
zenzemissionsspektrum (gestrichelte Linie). Zur Messung der Fluoreszenzlebensdauer wurden
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Ladungszustand des Fluoresceins | Extinktionskoeffizient @ A= 484 nm ([Mol-cm]fl) ‘

Kation 860
Neutral 12000

Anion 39000
Dianion 66000

Tabelle 2: Extinktionskoeffizienten bei unterschiedlichen Ladungszustdanden von Fluorescein, bei Annahme
von €3 (494 nm) = 77000[M-cm] 117

die Proben bei Ag, = 484nm angeregt, da die neutrale, die monoanionische und dianionische
Form bei dieser Wellenldnge eine signifikante Absorption besitzen. Die Extinktionskoeffizienten
€(484 nm) der einzelnen Fluoresceinzustdande sind in Tabelle 2 zusammengefasst.

Zur Bestimmung der Protonierungsiibergdnge im pH-Bereich von 3 bis 9 des Fluoresceins
wurde die Anderung der Absorption bei A,y qx2 (genauer: bei Ay = 491 nm) ermittelt. Dieser
pH-Bereich {iberspannt den Bereich des neutralen Fluoresceins bis zum zweiwertigen Anion,
deren Absorptionsanteile A(Ayqx2) > 0 und daher fiir die Bestimmung der Protonierungsiiber-
gdnge geeignet sind (Abb. 35A). Diese wurden mittels Henderson-Hasselbalch-Funktion gefittet.
Man erhélt zwei Protonierungsgleichgewichte pKg1abs = 4.2 £ 0.1 und pKgoaps = 6.4 £ 0.1
(Abb.35A schwarze Kurve). Aus der Analyse der pH-Abhéngigkeit der Fluoreszenzlebensdauer t
der zeitaufgelosten Fluoreszenzdauermessungen erhélt man ebenfalls zwei Protonierungsgleich-
gewichtskonstanten mit pKgyr; = 3.5+ 0.7 und pKg2r1 = 5.7 £ 0.1 (Abb.35A blau). Dabei ist
die Fluoreszenzlebensdauer fiir das neutrale Fluorescein Ty = 2.9 + 0.1 ns, fiir das Fluorescein-
monoanion Ta = 3.2+ 0.1 und fiir das Fluoresceindianion tTpa = 4.1 & 0.1. Zusétzlich wurde
ein globaler Fit tiber den gesamten gemessenen pH-Bereich mit den TN, Ta und Tpa, welche
die Fluoreszenzlebensdauer der einzelnen geladenen Zustdnde reprasentieren, folgendermafien
durchgefiihrt: ™ (pH) = > ; & (pH) - 7y mit ) «; = 1. Fiir die Fits wurde T; variabel gehalten. Der
globale Fit ergibt fiir die Fluoreszenzlebensdauerzeiten der geladenen Zustinde: T = 2.91 ns,
TA = 3.13ns und 124 = 4.12 ns (Abb.35D). Die Analyse der relativen Amplituden der einzel-
nen o (pH) gibt Informationen tiber den Anteil des Farbstoffes im jeweiligen Ladungszustand
tiber den pH. Der globale Henderson-Hasselbalch-Fit zeigt zwei Protonierungsgleichgewichte
mit pKaamp1 = 3.8+ 0.2 und pKqamp2 = 5.8+ 0.1. Ty ist bei pH 3 bei etwa 100% und erreicht
bei etwa pH5.5 0%. T4 besitzt ihr Maximum bei etwa pH4.8 und fillt bis etwa pH7.5 auf 0%
ab. Tpa steigt von pH 5 bis pH7.5 auf 100% an (Abb. 35D). Die pKq41- und pK4,-Werte aus den
Fluoreszenzlebensdauer-Messungen sind gegentiiber den pK-Werten bei der Absorption signifikant
zu niedrigeren pK-Werten verschoben. Diese Verschiebung wird durch den angeregten Zustand
des Fluoresceins ausgelost und kann mit Hilfe des Forster-Zyklus quantitativ iiberschlagen werden
[Forster, 1950]:

PKE = pKq —20.8 - AVo_o (5.1)

pKZ ist der Ubergang im angeregten Zustand, AV, ¢ die Differenz der Wellenzahlen zwischen
den Absorptionsmaxima der einzelnen Protonierungszustinde. Die Absorptionsmaxima liegen bei
Aa =481 nm und Apa = 492 nm, daraus erhélt man eine Verschiebung um etwa eine pH-Einheit.
Das passt relativ gut zu der experimentell ermittelten Differenz von 0.7 pH-Einheiten.

www.invitrogen.com
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Abbildung 36: pH-Abhéngigkeit der IAF Fluoreszenzanisotropie. A: Die gemessenen zeitaufgelosten Fluores-
zenzzerfallskurven L (t) und I (t) und ihre Fits (rot: parallel, blau: senkrecht) sind im oberen

Graph dargestellt (T = 3.97ns, x% = 1.08). Thre dazugehorigen Residuen sind in den unteren
Graphen gezeigt. B: Die Anisotropiekurve r(t) wird aus I (t) und I, (t) berechnet. Die Rota-
tionskorrelationszeit betrdgt ¢ = 106 ns. C: pH-Abhangigkeit der Rotationskorrelationszeit ¢
von freiem Fluorescein in Losung. Mefibedingungen: Acx = 484 nm, Fluoreszenzaufnahme tiber
OG515 Kantenfilter. Messung von B und C wurden in Tris pH 8.8 und bei 37°C durchgefiihrt.

Die pH-Abhéngigkeit der Fluoreszenzlebensdauer des Fluoresceins kann auch zur Detektion
von lokalen pH-Anderungen genutzt werden, wie z.B. zur Detektion von pH-Profilen innerhalb
einer Zelle [Lin et al., 2003].

Desweiteren wurden Fluoreszenzanisotropiemessungen im Bereich von pH 3 - 9 durchgefiihrt.
Bei einer typischen Messung wird die zeitaufgeldste Fluoreszenz parallel (1)) und senkrecht (1)
zum vertikal polarisierten Anregungsstrahl detektiert (Abb.36A) und daraus die Anisotropie
(Abb.36B, Formel 3.13) berechnet. Die Analyse der Fluoreszenzanisotropiemessungen fiir das
Fluorescein-Natriumsalz zeigen, daf die Anisotropie r(t) monoexponentiell zerféllt (Abb. 36B exem-
plarisch fiir alle Messungen der pH-Reihe). Die Rotationskorrelationszeit ¢ des freien Farbstoffes
ist konstant tiber den gemessenen pH-Bereich und ist bei T=20°C ¢ = 0.122 £ 0.012ns (Abb. 36C).
Dies bedeutet, daf die Protonenkonzentration keinen intrinsischen Einfluf§ auf die Eigenbewegung
des Labels besitzt und dieser daher fiir die Anisotropiemessungen von fluoresceinmarkierten
Proteinen generell geeignet ist.
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5.1.2 Rhodopsin-Fluorescein-Komplex

Nachdem das Verhalten von freiem Fluorescein bei verschiedenen pH-Werten charakterisiert
wurde, kann nun tiberpriift werden, wie sich der Einflufs der Proteinumgebung auf die Fluores-
zenzeigenschaften des Fluoresceins auswirkt. Als Protein wird das Apoprotein Opsin (Rhodopsin
ohne Retinal) genutzt, an welches das Fluorescein kovalent gebunden ist. Opsin wurde fiir diese
Messungen aus der nativen Diskmembran isoliert, in dem Detergenz -DM gereinigt und als
Protein-Detergenz Mizelle verwendet. Das Detergenz (3-DM hiillt den membranstdndigen Teil
des Proteins ein und stabilisiert damit seine rdaumliche Struktur. Da bekannt ist, daff Opsin in
Detergenz nicht lange stabil ist, wurde es nach der Praparation in Aliquots eingefroren und bei
der Messung sofort aufgebraucht [McKibbin et al., 2007].
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Abbildung 37: Spektroskopische Eigenschaften von Opsin-C316-AF. A: Absorptionsspektren von solubili-
sierten Opsin und Opsin-AF in PBS-Puffer pH 7.2. Deutlich ist die Fluoresceinabsorptionsbande
bei 500 nm zu erkennen. Inset: pH-Abhéngigkeit der Opsin-AF Absorption bei 491 nm im Ver-
gleich zu der von IAF frei in Losung. B: Vergleich der Fluoreszenzzerfallskurven von freien IAF
(schwarz) und Opsin-AF (rot).Aex = 484 nm, Fluoreszenzaufnahme tiber OG515 Kantenfilter.
Bedingungen: 50 mM Tris pH 7.5, 150 mM NaCl, 20°C,

Die Absorptionsspektren von Opsin (Abb.37A) zeigen eine Absorptionsbande bei 280 nm, die
durch im Apoprotein enthaltenen Tryptophane (Extinktionskoeffizient e;go = 5500 M~ 'em™)
und Tyrosine (€280 = 1200 M! cm™ ) erzeugt wird. Das Opsin-AF besitzt zusétzlich eine Absorp-
tionsbande bei etwa 490 nm. Da das Opsin kein iiber eine protonierte Schiffsche Base gebundenes
11-cis-Retinal enthilt, kommt die Absorption im Bereich von 500 nm nur vom Farbstoff zustande.

Zur Bestimmung der Protonierungszustidnde des Farbstoffes wurde die Fluoresceinabsorption
bei 491 nm vom Opsin-AF tiber den gesamten gemessenen pH-Bereich von pH 3.5 - 8.5 bestimmt
(Abb.37A Inset). Aufgrund der geringen Probenkonzentration sind die Mef3werte stark verrauscht,
daher konnte mittels Henderson-Hasselbalch-Funktion das Protonierungsgleichgewicht zwischen
dem monoanionischen und dianionischen Zustand des Fluoresceins ermittelt werden (pKq =
6.7 £0.3). Dieser ist im Vergleich zum freien IAF zu etwas hoheren pH-Werten verschoben. Die
Verschiebung kann durch das cytoplasmatische Oberflachenpotential des Opsins, an deren Seite
das Fluorescein gebunden ist, erklart werden [Moller und Alexiev, 2009]. An der cytoplasmatischen
Oberfldche hat das Rhodopsin ein negatives Potential, welches zu einer Verschiebung des pK-
Wertes zu hoheren pH-Werten fiihrt. Zusétzlich ist die Peakwellenldnge des Fluorescein-Dianions

72



im gebundenen Zustand mit Ay ax,0ps—AF(PH8.5) = 499 nm gegentiiber dem freien Fluorescein-
Dianion mit Ay ax,1AF(PH 8.5) =491 nm zu lingeren Wellenldangen verschoben. Das deutet darauf
hin, dafs die Dielektrizitdtskonstante zu niedrigeren Werten verschoben ist [Alexiev et al., 1994,
Alexiev, 1994].

Der Vergleich der Fluoreszenzzerfallskurven von IAF frei in Losung und Opsin-AF zeigt einen
schnelleren Zerfall der Fluoreszenz beim Opsin-AF. Die Analyse des Fluoreszenzzerfalls zeigt,
dafs IAF monoexponentiell gefittet werden kann. Der Fluoreszenzzerfall des Opsin-AF muf$ mit
einer Modellfunktion, die aus einer Summe von drei Exponentialfunktionen besteht, angepasst
werden. Die langsame Fluoreszenzzerfallszeit T3 ~ 4.3 ns entspricht dabei dem Fluoreszenzzerfall
des freien IAF, die beiden schnellen (17 = 0.39 + 0.02ns, T, = 2.00 4+ 0.05 ns) werden durch Fluo-
reszenzloschung aufgrund einer Interaktion mit der Proteinmatrix hervorgerufen (Stofiquenching).
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Abbildung 38: Ubersicht iiber die Fluoreszenzlebensdauer und -amplituden des an Opsin gebundenen
Fluorescein in Mizellen. A: Die Fluoreszenzlebensdauer 13 von Opsin-AF (griin) wird mit der
von freien IAF (grau) verglichen. Im Inset sind die pH-Abhéngigkeiten von T; und 1, dargestellt.
B: Die relativen Amplituden «; der Fluoreszenzlebensdauer zeigen keine pH-Abhdngigkeit.
Bedingungen: 1uM Opsin-C316-AF, 50 mM Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5), MES (pH 5-7), Tris
(pH 7.5-8)), 150 mM NaCl und 0.05% p-DM. Aex = 484 nm, Fluoreszenzaufnahme tiber OG515
Kantenfilter.

Die Analyse der pH-Abhingigkeiten der Fluoreszenzlebensdauer T; zeigt keine signifikante
pH-Abhingigkeit der beiden schnellen Zerfallskomponenten 17 und T, wihrend die Fluores-
zenzlebensdauer T3 eine pH-Abhingigkeit mit einen Protonierungsgleichgewicht zwischen Mono-
und Dianion von pK, = 5.6 £ 0.1 besitzt. Der neutrale und der monoanionische Zustand be-
sitzen die gleiche Fluoreszenzlebensdauer von Ty = ta = 4.55 £0.05 ns. Der Vergleich der
Fluoreszenzlebensdauer tiar mit T3 vom gebundenen Fluorescein zeigt ein unterschiedliches
Verhalten zwischen den Protonierungszustianden: tyaf steigt von Tiar,Nn = 2.9 ns bis zum dianio-
nischen Zustand T1or,paA =4.1 ns an (Abb. 38A grau), wahrend beim gebundenen Fluorescein die
Fluoreszenzlebensdauer zum alkalischen hin mit tpa = 4.20 + 0.03 ns kleiner wird.

Die relativen Amplituden «; zeigen keine signifikante pH-Abhangigkeit und liegen bei oty = 0.11,
oy = 0.20 und a3 = 0.69. Die Amplituden der beiden schnellen Komponenten besitzen nur ca.
30% der Gesamtamplitude.
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’ ‘ Neutral (pH 3.5) ‘ Monoanion (pH 6) ‘ Dianion (pH 8.5) ‘
T 3.5[18:};] ns 3.6[18:%] ns 3.2[18:}%] ns
T 4.2[i8:§} ns 4.1 [igé] ns 3.9[i8:§] ns

Tabelle 3: Ubersicht der nach relativen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer t* und nach frak-
tionalen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer T (Formel 3.11) von Opsin-AF in 3-DM
Mizellen. Bedingungen: 1 uM Opsin-C316-AF, 50 mM Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5), MES (pH
5-7), Tris (pH 7.5-8)), 150 mM NaCl und 0.05% (3-DM. Fehler wurden tiber Konfidenzintervallanalyse
bestimmt.

Die mittleren Lebensdauer wurden mit ihren relativen und fraktionalen Amplituden gewichtet
und sind in Tabelle 3 zusammengefasst.

Betrachtet man die spektroskopischen Eigenschaften des Fluorescein nach Bindung mit dem
Protein, so fillt im Vergleich zum freien IAF auf, daf die ausgeprigte pH-abhingige Anderung der
Fluoreszenzlebensdauer vom freien IAF beim am Protein gebundenen Fluorescein stark geddmpft
ist. Es treten auch Fluoreszenzloschungprozesse auf. Letztere driicken sich durch einen multiexpo-
nentiellen Fluoreszenzzerfall aus. Dabei liegt die langsame Zerfallskomponente 13 im Bereich der
Fluoreszenzlebendauer des freien IAF bei etwa 4 ns. Die beiden schnellen Zerfallskomponenten
sind demzufolge auf eine Interaktion mit der Proteinumgebung des Fluoresceins zuriickzufiihren.
Diese sind pH-unabhingig im Bereich von pH 3.5-8, wie ihre Amplituden und Zerfallszeiten
zeigen. Die Fluoreszenzzerfallszeit T3 ist mit ca. 70% die dominierende Zerfallskompontente und
ist auflerdem pH-abhéngig. T3 zeigt aber eine pH-Abhédngigkeit, welche der des freiem Fluoresceins
entgegengesetzt ist und dessen Amplitude der “Lebensdauertitrationskurve” um etwa einen Faktor
drei reduziert ist. Der Vergleich mit der pH-Abhéngigkeit der Fluoresceinabsorption (Abb. 37 Inset)
mit einer Gleichgewichtskonstante von pKq = 6.7 von Opsin-AF zeigt einen deutlich ins saure
verschobenen pK-Wert der Fluoreszenz (pKq = 5.6) und damit des angeregten Zustandes.

Es konnte hier am Beispiel von Opsin-AF gezeigt werden, dafl die bekannte pH-Abhéangigkeit
der Fluoreszenzlebensdauer von Fluorescein, gebunden an der Oberfldche eines Proteins, von den
Eigenschaften der umgebenden Proteinmatrix starker beeinflufst ist als vom pH-Wert des Puffers,
d.h. der Protonenkonzentration in der Lésung. Anderungen der Proteinumgebung kénnen sich
somit in der Fluoreszenzlebensdauer von gebundenen Fluorescein wiederspiegeln.
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5.2 Fluorescein-Fluoreszenzzerfallszeiten T; als Indikator fiir
Helix 8 - Umgebungsdnderungen

Es ist bekannt, dafd die Meta-II Bildung nach Lichtaktivierung des Rezeptors von den physiko-
chemischen Parametern Temperatur und pH-Wert der wiéssrigen Umgebung abhingig ist. Dabei
spielt die Membranumgebung eine ebenso wichtige Rolle. So wurde bereits in Matthews et al. [1963]
gezeigt, dafd in nativer Membranumgebung bei niedrigen Temperaturen und hohem pH-Wert die
Meta-II Bildung nahezu vollstindig unterdriickt werden kann. Dagegen wird auch bei niedrigen
Temperaturen in 3-DM solubilisierten Rhodopsin pH-unabhingig Meta-II gebildet.

Zur Detektion von Meta-II von fluoreszenzmarkierten Rhodopsinmolekiilen wurde die De-
protonierung der Schiffschen Base am Lys296 als Indikator genutzt, dabei verschiebt sich die
Absorptionsbande des Retinals von 500 nm nach 380 nm (Kapitel 2.1.3) (Abb. 6). Die Absorp-
tionsmessungen wurden mit transienten Flash-Absorptionsmessungen durchgefiihrt. Fiir die
Auswertung wurden die Endamplituden (Absorptionsdnderung) der Messungen ermittelt und
aufgetragen, mit der Annahme, daf8 die maximale Absorptionsdnderung 100% Meta-II entspricht
(Abb. 39). Sie zeigen bei 0°C ein Gleichgewicht zwischen Meta-I und -II von pK(0°C) = 6.6 +0.1.
Dabei wird die nahezu vollstindige Aktivierung im sauren pH-Bereich im alkalischen nahezu voll-
standig unterdriickt. Bei physiologischer Temperatur (37°C) wird {iber den gesamten pH-Bereich
Meta-II nach Lichtaktivierung gebildet, wobei sich der relative Anteil der aktiven Konfomation
mit pKq(37°C) = 7.9+ 0.1 auf ca. 60% zuriickgeht. In 3 — DM Mizellen dagegen kann auch unter
diesen Bedingungen fast vollstindig Meta-II gebildet werden (Abb. 39).
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Abbildung 39: Meta-II Bildung unter verschiedenen Bedingungen. A: Der zeitliche Verlauf der Bildung von
Meta-II (Absorptionsdnderung bei 380 nm) zeigt die Abhangigkeit vom pH. B: Die Endamplitu-
den der Kinetiken wurden normiert und der relative Anteil des aktiven Meta-II Intermediates
ftir fluoreszenzmarkiertes Rhodopsin in Membranen (0°C: rot, 37°C: schwarz) und von fluores-
zenzmarkierten solubilisierten Rhodopsin in DM-Mizellen (blau, 0.05% —DM) bei 1°C nach
Lichtaktierung aufgetragen. Bedingungen: 10 uM Rhodopsin-AF, 50 mM MES-Bis-Tris-Propan,
150 mM NaCl

Ebenfalls kann auch Opsin in nativen Membranen eine Konformation ausbilden, welche das
G-Protein Transducin binden und auch aktivieren kann. Diese aktive Konformation bildet Opsin
aber nur bei sehr saurem pH aus und fillt mit einem Ubergang von pKo = 3.8 auf Null [Vogel
und Siebert, 2001, Vogel et al., 2007].
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Im vorhergehenden Kapitel 5.1.2 wurde am Beispiel des Opsin-AF Komplexes in 3-DM Mi-
zellen gezeigt, dafs die zeitaufgelosten Fluoreszenzeigenschaften von gebundenen Fluorescein
direkt vom Protein beeinflufst werden. Im folgenden wird die Abhéngigkeit der Fluoreszenzle-
bensdauerparameter von an Helix 8 gebundenen Fluorescein bei verschiedenen Temperaturen,
Intermediatszustdnden und Lipidzusammensetzungen untersucht. Es soll herausgefunden wer-
den, ob es eine Korrelation zwischen zeitaufgeldsten Fluoreszenzeigenschaften von Fluorescein
und der aktiven Proteinkonformation gibt. Die pH-abhingigen Messungen wurden aufier fiir
Opsin-AF in Mizellen auch fiir Opsin-AF in nativen Diskmembranen (T=20°C), solubilisierten
Rhodopsin in 3-DM Mizellen (T=15°C) und Rhodopsin in nativen Diskmembranen (T=0°C &
T=37°C) durchgefiihrt.

521 Apoprotein Opsin

Analog zur Untersuchung der pH-Abhingigkeit der Fluoreszenzeigenschaften von gebundenen
Fluorescein des solubilisierten Apoproteins Opsin-AF (in 3-DM Mizellen) wurde Opsin-AF in
nativen Membranen untersucht. Der Chromophor Retinal wurde chemisch (Kaptiel 3.6.3) aus dem
in den Diskmembranen enthaltenen Rhodopsin entfernt.

Fluorescein gebunden an Opsin in Membranen zeigt ebenfalls pH-abhédngige Verschiebun-
gen der Absorptionsbanden wie das freie Fluorescein. Der Ubergang vom Monoanion zum
Dianion ist zu noch héheren pH-Werten verschoben als in Opsin-AF Mizellen und liegt bei
pKaq =7.2£0.1 (Abb. 40 Inset). Die Peakwellenldnge des Fluorescein-Dianions ist im gebunde-
nen Zustand mit Ay qx,0ps—AF(PH8.6) =499 nm gegeniiber dem freien Fluorescein-Dianion mit
Amax,IAF(PH8.5) = 491 nm zu langeren Wellenldngen verschoben und stimmt mit der Peakwel-
lenlédnge von Opsin-AF in Mizellen tiberein.
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Abbildung 40: Ubersicht iiber die Fluoreszenzlebensdauerparamter des Opsin-AF Komplexes in nativen
Membranen. A: pH-Abhéngigkeit der drei Fluoreszenzzerfallszeiten T; des Opsin-AF. Inset:
Absorptionsabhdngigkeit von Opsin-AF in Membranen. B: pH-Abhangigkeit der zu A gehorigen
fraktionalen Fluoreszenzamplituden. Bedingungen: 50 mM Pulffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5), MES
(pH 5-7), Tris (pH 7.5-8)), 150 mM NaCl, 20°C. A¢x = 484 nm, Fluoreszenzaufnahme tiber OG515
Kantenfilter.

Wie in den Opsin-AF Mizellen miissen die zeitaufgelosten Fluoreszenzzerfélle der pH-Reihe
des an das Apoprotein Opsin in Diskmembranen gebundenen Fluorescein mit einer Summe
aus drei Exponentialfunktionen angepasst werden (Abb.40A). Es treten hier auch zwei kurze
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’ ‘ Neutral (pH 3.5) ‘ Monoanion (pH 6) ‘ Dianion (pH 8) ‘
T* 1.5[18:8}5] ns 1.4[:&8:82] ns 1.3[:&8:8?4] ns
T Z.S[igz}g] ns 2.7&8:};] ns 2‘7&82%6} ns

Tabelle 4: Ubersicht der nach relativen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer t* und nach frak-
tionalen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer T (Formel 3.11) von Opsin-AF in 3-DM in
nativen Diskmembranen. Bedingungen: 50 mM Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5), MES (pH 5-7), Tris
(pH 7.5-8)), 150 mM NaCl.

Zerfallszeiten mit T1 =~ 0.2ns und 17 =~ 1.2ns auf, wobei die Zerfallszeit t; keine und T, nur
eine geringe pH-Abhéngigkeit zeigen. T3 ist die Fluoreszenzlebensdauer und liegt im Bereich der
Fluoreszenzlebensdauer des freien Farbstoffes IAF. Sie spiegelt aber nicht den Ladungszustand
des Farbstoffes wieder, da sie iiber den gesamten pH-Bereich mit Ty = TA = Tpa = 3.6 £0.1
nahezu konstant und kiirzer als die Fluoreszenzlebensdauer des freien Fluorescein-Dianions
(Tba =4.1£0.1 ns) ist. T, zeigt eine schwache pH-Abhiangigkeit, im sauren ist T2 (pH 3.5) = 1.3 ns,
fallt auf 72 (pH 5-6.5) = 1.2 ns und im alkalischen auf 7, (pH 8) = 1.1 ns. 1 und 71 = 0.2 ns sind
jeweils schneller als die entsprechende Zerfallskomponente von Opsin-AF in Mizellen.

Die relativen Amplituden «; der Fluoreszenzlebensdauerkomponenten zeigen eine schwache
pH-Abhédngigkeit im alkalischen Bereich, wobei der Anteil der schnellen Komponente prozentual
ansteigt, wiahrend die der anderen fallen. Die globale Anpassung mit einer Henderson-Hasselbalch-
Funktion ergibt die Gleichgewichtskonstante von pKq =7.2+0.4.

Der Vergleich der relativen Amplituden der Mizellen- und Membranexperimente zeigt, dafs in
Mizellen «3 mit etwa 70% die dominierende Komponente darstellt, wahrend sie in Membranen
nur um etwa 25% liegt. Die relative Amplitude o, liegt um etwa 20%, in Mizellen um 30%. Die
relative Amplitude «; liegt bei mindestens 40% in Mizellen und ist damit die dominierende
Zerfallskomponente, in Membranen liegt sie im Mittel bei 12%.

Die kovalente Kopplung des Fluoresceins an die Oberfliche des Apoproteins in Membranen
verschiebt ebenfalls wie bei den Mizellenmessungen die apparenten pK,-Werte der Ubergénge
zwischen den verschiedenen Ladungszustidnden zu hoheren pH-Werten aufgrund der negativen
Oberflachenladung des Opsins und der negativen Ladung der Lipide [Moller und Alexiev, 2009].

Auch in Membranen fiihrt die kovalente Kopplung des Fluoresceins an der Oberfldche des
Apoproteins zu einem multiexponentiellen Fluoreszenzzerfallsverhalten. Die langsame Zerfalls-
komponente T3 mit 3.6 ns ist konstant tiber den gesamten pH-Bereich. Die beiden schnellen Zer-
fallskomponenten verschieben sich gegeniiber den Werten, die fiir Opsin-AF in Mizellen bestimmt
wurden; von Tipmic = 0.4 ns (12%) auf T1pmem = 0.2 ns (40%) fiir die schnellste Zerfallskomponen-
te und von Topmic = 2.0 ns (30%) auf Topmem = 1.3 ns (20%) fiir die mittlere Zerfallskomponente.
Das bedeutet, daf$ nicht nur die Interaktion mit der Protein-, sondern auch mit der Membranum-
gebung einen Einfluff auf die beiden schnellen Fluoreszenzzerfallskomponenten besitzt. Sie zeigt
eine leichte pH-abhangigkeit im alkalischen Bereich (pH 6-8), wie die Zerfallskomponenten und
ihre relativen Amplituden zeigen. Die dominierende Zerfallskomponente ist im Falle von Opsin in
Membranen die schnellste Zerfallskomponente T mit etwa 40% relativer Amplitude.

Dies lafit darauf schliefsen, dafy die Membranumgebung einen spezifischen Quenchingeffekt
ausiibt, der sich in der Amplitude der schnellsten Zerfallskomponente t; bemerkbar macht.
Dariiber hinaus sind die Fluoreszenzlebensdauer T3 als auch die mittlere Lebensdauer ™ bzw. T
nicht mehr pH-abhéngig. Die relative Amplitude «; ist abhéngig von der Membranumgebung, T
zeigt eine Abhéngigkeit von der Proteinumgebung.
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5.2.2 Rhodopsin Diskmembranen

Um herauszufinden, ob es eine Korrelation zwischen den zeitaufgelosten Fluoreszenzeigenschaften
von Fluorescein und der aktiven Proteinkonformation gibt, werden die Fluoresceinmarkierten
Rhodopsin-Membranen vergleichend im inaktiven Dunkelzustand und im lichtaktivierten Meta-II
Zustand untersucht.

An Rhodopsin gebundenes Fluorescein zeigt wie freies Fluorescein ebenfalls eine pH-abhangige
Verschiebung der Absorptionsbanden [Moéller und Alexiev, 2009]. Der Ubergang vom Monoanion
zum Dianion ist im Dunkelzustand dhnlich wie bei Opsin-Membranen bei pKq = 7.1 £0.1. Die
Peakwellenldnge des Dianions im gebunden Zustand mit Ay ax = 499 nm ist gegeniiber dem freien
Fluorescein mit Amqx = 491 nm zu ldngeren Wellenldngen verschoben. Die Verschiebung wird
durch die Dielektrizitdtskonstante der Umgebung hervorgerufen [Alexiev, 1994]. Eine Erhohung
resultiert in einer Verschiebung zu kiirzeren Wellenldngen. Die Rotverschiebung wird bei Bindung
des Fluoresceins an das Rhodopsin durch die unpolare Proteinumgebung hervorgerufen.

Da die pH-Abhéngigkeit des aktiven Meta-II Intermediats temperaturabhéingig ist [Mahalingam
et al., 2008], werden in diesem Abschnitt bei Temperaturen von 0°C und 37°C die zeitaufgelosten
Fluoreszenzeigenschaften vom gebundenen Fluorescein untersucht. Bei 0°C ist der Ubergang
von Meta-I nach Meta-II mit einer Protonierung der Glul34 an der cytoplasmatischen Oberfldche
gekoppelt. Bei 37°C existiert bei alkalischem pH ein pH-unabhégiges Gleichgewicht zwischen Meta-
I, inaktiven Meta-II (Meta-Il,) und der aktiven Rezeptorkonformation Meta-IIy, (mit deprotonierter
Glul34) [Mahalingam et al., 2008].

Die gemessenen Fluoreszenzzerfille des Rhodopsin-AF in nativen Diskmembranen bei 0°C
und 37°C werden mit einer Summe aus drei Exponentialfunktionen gefittet (Formel 3.9). Die
langsame Zeit T3 ist dabei die Fluoreszenzzerfallszeit des freien Fluorescein. Die beiden kurzen
Zerfallszeiten T und T, werden durch Fluoreszenzloschungsprozesse durch die Protein- und
Membranumgebung hervorgerufen (Kapitel 5.2.1).

Anisotropie von Helix 8 bei 0°C

Beim inaktiven Rhodopsin ist die Zerfallszeit T1 = 0.2 ns (44-53%) pH-unabhdngig, T, zeigt eine
leichte pH-Abhéngigkeit und fillt von 1 (pH 5) = 1.3 ns auf 1, (pH 9) = 1.0 ns und zeigt damit
eine dhnliche Abhédngigkeit wie die entsprechende Zerfallskomponente in Opsin-Membranen.
Die Fluoreszenzlebendauer t3 (tpo = Tpa = 3.5 £ 0.1 ns) liegt im gleichen Bereich wie die von
Opsin-Membranen und zeigt ebenfalls keine signifikante pH-Abhéngigkeit.

Eine relevante pH-Abhingigkeit kann jedoch fiir die Amplituden &3 und o detektiert werden.
Die Amplitude a3 sinkt und die Amplitude «; steigt um etwa 10%. Der pKq-Wert des Ubergangs
wurde mit pKy = 6.8 0.1 bestimmt.

Wie in Opsin-Membranen ist die dominierende Zerfallskomponente die schnellste (t7) mit 44-
53% relativer Amplitude. Die relative Amplitude der langsamen Zerfallskomponente T3 sinkt von
22% bei saurem pH, was vergleichbar ist mit der entsprechenden Amplitude bei Opsin-Membranen,
auf 14% bei alkalischem pH ab.

Nach Lichtanregung zeigt die Zerfallszeit Ty = 0.2 ns (40-50% relative Amplitude) keine pH-
Abhéngigkeit, wiahrend wie im Falle des inaktiven Rhodopsins die mittlere Zerfallszeit und
T2 = 1.2 ns eine leichte pH-Abhéangigkeit besitzt. Im Gegensatz zum inaktiven Rhodopsin zeigt T3
eine signifikante pH-Abhédngkeit. Sie féllt von 13 (pH 5) = 4.0 ns auf 13(pH 9) = 3.6 ns mit einem
Ubergang von pK = 6.5 +0.1.

Eine signifikante pH-Abhangigkeit zeigen nur die relativen Amplituden «jund o, der Zerfalls-
komponenten. «; fillt dabei von 50% auf 40% und o steigt von 23% auf 30%. Der pK-Wert des
Ubergangs konnte mit pK = 5.3 + 0.2 bestimmt werden.
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Rhodopsin-AF in Membranen, 0C
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Abbildung 41: Ubersicht der Ergebnisse der Fits aller Fluoreszenzlebensdauermessungen von Rhodopsin-
C316-AF in nativen Diskmembranen bei 0°C. Analyse der Fluoreszenzlebensdauer (A,C) und
der dazugehorigen relativen Amplituden (B,D) von Rhodopsin im Dunkelzustand und im
Meta-II Intermediat. Der pH-Bereich des aktiven Zustands von Rhodopsin ist gelb hinterlegt.
Bedingungen: 10 pM Rhodopsin-AF, 50 mM MES-Bis-Tris-Propan, 150 mM NaCl, 0°C. Aex =

484 nm, Fluoreszenzaufnahme iiber OG515 Kantenfilter.

Wie im Dunkelzustand ist die dominierende Zerfallskomponente die schnelleste (17) mit 40-50%.
Im Gegensatz dazu féllt die relative Amplitude dieser Komponente mit steigendem pH. Die
Amplitude a3 der langsamen Zerfallskomponente T3 ist relativ pH-unabhéingig bei 30%.

Im Vergleich der pH-Abhéangigkeiten zwischen inaktivem Dunkelzustand und lichtaktiviertem
Meta-II Intermediat bei 0°C ergibt sich folgendes Bild:

1. Weder in Opsin-Membranen noch im Dunkelzustand von Rhodopsin-Membranen ist die
Fluoreszenzlebensdauer von Fluorescein (13) pH-abhingig.

2. Die Membranumgebung {ibt einen spezifischen Quenchingeffekt aus, welcher sich im Dun-
kelzustand in der relativen Amplitude oty ausdriickt.

3. Im lichtaktivierten Meta-II Intermediat zeigt die Fluoresceinlebensdauer 73 eine pH-Abhéngigkeit

mit pK = 6.5 £ 0.1, bei der sie sich von 4.0 ns im saurem auf 3.6 ns bei alkalischem pH
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andert. Das Gleichgewicht von T3 korreliert dabei mit der Ausbildung des aktivem Meta-II
mit pKq = 6.6 £0.1 (Abb.39). Die Fluoreszenzlebensdauer 13 des gebundenen Fluoresceins
scheint daher unter diesen Bedingungen ein Indikator fiir die jeweilige Proteinkonformation
darzustellen.

Anisotropie von Helix 8 bei 37°C

Bei 37°C sind im Dunkelzustand des Rhodopsin-AF in Membranen die Zerfallszeiten 71 = 0.2 ns,
T2 = 1.1 ns und 13 = 3.3 ns im Rahmen des Fehlers im Vergleich zu den Messungen bei 0°C
pH-unabhingig. Die Fluoreszenzlebensdauer T3 spiegelt, wie auch in Opsin-Membranen, mit
TA = TpA = 3.3 ns nicht den Ladungszustand des Fluoresceins wieder.
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Abbildung 42: Ubersicht der Ergebnisse der Fits aller Fluoreszenzlebensdauermessungen von Rhodopsin-
C316-AF in nativen Diskmembranen bei 37°C. Analyse der Fluoreszenzlebensdauer (A,C) und
der dazugehorigen relativen Amplituden (B,D) von Rhodopsin im Dunkelzustand und im
Meta-II Intermediat. Der pH-Bereich des aktiven Zustands von Rhodopsin ist gelb hinterlegt.
Bedingungen: 10 uyM Rhodopsin-AF, 50 mM MES-Bis-Tris-Propan, 150 mM NaCl, 37°C. Aex =
484 nm, Fluoreszenzaufnahme tiber OG515 Kantenfilter.
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Wie in Opsin-Membranen ist die schnelle Zerfallskomponente 11 die dominierende Komponente
mit etwa 45% relativer Amplitude. Die langsame Fluoreszenzzerfallskomponente T3 ist ebenfalls
vergleichbar zu Opsin-Membranen mit etwa 22%.

Nach Lichtaktivierung sind die beiden schnellen Zerfallszeiten unverandert bei 11 = 0.2 ns (37-
47%) und T = 1.1 ns (23-31%). Die Fluoreszenzzerfallszeit T3 zeigt eine leichte pH-Abhingigkeit
und einen Anstieg von 13 (pH 5) = 3.3 £0.1 auf 13(pH 9.5) = 3.7 £0.1. Der pK-Wert des Ubergangs
liegt bei pK = 7.6 &+ 0.4. Die dazugehorige relative Amplitude «3 steigt mit einer Gleichgewichts-
konstante von pK = 6.0 +0.2.

Im Gegensatz zum Dunkelzustand ist die dominierende Zerfallskomponente bei alkalischem
pH die langsame Komponente 13 mit 37% Amplitude.

Im Vergleich der pH-Abhéngigkeiten zwischen inaktivem Dunkelzustand und lichtaktivierten
Meta-II Intermediat bei 37°C ergibt sich folgendes Bild:

1. Weder in Opsin-Membranen noch im Dunkelzustand von Rhodopsin-Membranen ist die
Fluoreszenzlebensdauer von Fluorescein (13) pH-abhingig.

2. Die Membranumgebung iibt einen spezifischen Quenchingeffekt aus, der sich in der domi-
nierenden relativen Amplitude «; der schnellsten Zerfallskomponente 11 bemerkbar macht.
Die Fluoreszenzlebensdauer T3 zeigt keine Abhdngigkeit vom pH.

3. Das andert sich nach Lichtaktivierung des Rezeptors. Die Fluoreszenzlebensdauer 13 zeigt
eine leichte pH-Abhéngigkeit mit pK = 7.6 + 0.4 und einer Anderung der Lebensdauer von
13(pH 5) = 3.3 £0.1 auf 13(pH 9.5) = 3.7 £ 0.1. Die dazugehorige relative Amplitude «3
steigt zum alkalischen mit einem Gleichgewicht bei pK = 6.0+ 0.2 an.

0°C Dunkelzustand Lichtaktiviert
Monoanion (pH 5) ‘ Dianion (pH 9) | Monoanion (pH 5) ‘ Dianion (pH 9)
T* 1.3[i8:}%] ns 0.9[i8:8§] ns 1.4[i8:8§] ns 1.5[i8:8%] ns
T 2.4[18:%] ns 2.0[8:}2] ns 3.3[18:};] ns 2.9[18:};] ns
37°C Dunkelzustand Lichtaktiviert
Monoanion (pH 6) | Dianion (pH 9) | Monoanion (pH 5) | Dianion (pH 9)
T* 1.2[18:}] ns 1.1 [ig:}] ns 1.1 [ig:}] ns 1.8H:8:}] ns
T 2.4[i8:};] ns 2'3&8:%] ns 2.4[18:%9] ns 3.1 [:tg:};] ns

Tabelle 5: Ubersicht der nach relativen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer t* und nach fraktio-
nalen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer T (Formel 3.11) von Rhodopsin-AF in nativen
Diskmembranen. Fehler wurden mittels Konfidenzintervallanalyse berechnet. Bedingungen: 50 mM
Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5), MES (pH 5-7), Tris (pH 7.5-8)), 150 mM NaCl.

Vergleich der Temperaturabhingigkeit bei verschiedenem pH-Werten

Die Fluoreszenzzerfallszeiten 13 liegen im Dunkelzustand von Rhodopsin pH- und temperatu-
runabhingig bei T3 = 3.3 £0.1 ns im inaktiven Zustand. Nach Lichtaktivierung verhalt sich 73
unterschiedlich bei 0°C und 37°C. Im sauren pH-Bereich liegt T3 mit ca. 4 ns signifikant hcher
als bei 37°C mit ca. 3.3 ns, obwohl der Rezeptor in beiden Fillen im aktiven Meta-II-Intermediat
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vorliegt. Bei hohen pH-Werten (ab pH 8) konvergieren 73(0°C) mit einer Gleichgewichtskonstan-
te von pK = 6.5+ 0.1 und 73(37°C) mit pK = 7.6 + 0.4 zu 3.6 ns. Die Temperaturabhingigkeit
fiir lichtaktiviertes Rhodopsin-AF in nativen Membranen bei pH 5.5 und pH 7.5 iiber einen
Temperaturbereich von 0°C - 37°C zeigt eine starke Abhéngigkeit der Fluoreszenzzerfallszeit 73
im sauren, dagegen nur eine leichte und umgekehrte Temperaturabhidngigkeit im alkalischen
Bereich (Abb. 44). Die Gleichgewichtskonstanten stimmen innerhalb ihres Fehlers mit den aus
den Absorptionsmessungen gewonnenen Meta-1/1I Gleichgewichtskonstanten tiberein (Kap.5.2,
Abb. 39).

Die amplitudengewichteten durchschnittlichen Fluoreszenzlebensdauer t* zeigen fiir 37°C einen
dhnlichen Trend wie die Fluoreszenzzerfallszeit t3. Bei 0°C fillt im Dunkelzustand t* ins alkalische
ab, wahrend nach Lichtaktivierung T von pH 5 bis pH 7 ansteigt und anschlieflend im Trend wie
73 féllt (Abb. 43).
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Abbildung 43: Ubersicht der Fluoreszenzlebensdauer T3 (A) und der relativen amplitudengewichteten Fluo-
reszenzzerfallszeiten 1% (relative Amplituden) (B) von Rhodopsin-AF in nativen Membranen.
Bedingungen: 10 uM Rhodopsin-C316-AF in nativen Membranen , 50 mM MES-Bis-Tris-Propan,
150 mM NaCl. Aex = 484 nm, Fluoreszenzaufnahme iiber OG515 Kantenfilter.

Die Analyse der Fluoreszenzlebensdauer 73 bei pH 5.5 und pH 7.5 von lichtaktivierten Rho-
dopsin in nativen Membranen mittels Arrheniusplot zeigt, dafd bei beiden pH-Werten sich die
Steigungen stark unterscheiden. Hier wurde auf der Ordinatenachse T3 aufgetragen, wie sich die
Fluoreszenzlebensdauer des Fluoresceins in Abhidngigkeit von der Temperatur dndert.

Aus dem Plot ist ersichtlich, daf8 die Fluoreszenzlebensdauer T3 nach Lichtanregung von
Rhodopsin von pH und Temperatur abhingig ist (Abb.44). Bei pH 7.5 nimmt die Ausbildung
von Meta-II von 95% bei 37°C auf 10% bei 0°C ab. Der steigende Anteil von Meta-I bei niedrigen
Temperaturen manifestiert sich in einer Temperaturabhéngigkeit von T3 (Abb.44), die der bei
pH 5.5 entgegengesetzt ist. Bei pH 5.5, bei dem es Temperaturunabhédngig zur Ausbildung von
Meta-II kommt, sieht man eine deutliche Temperaturabhidngigkeit von T3 mit einer kiirzeren
Fluoreszenzlebensdauer bei hoher Temperatur

Die Unabhidngigkeit der Fluoreszenzlebenszerfallszeit T3 vom pH der fluoresceinmarkierten
Opsin- und inaktiven Rhodopsin-Membranen und die Ubereinstimmung der pK-Werte fiir die An-
derung der Fluoreszenzlebendauern nach der Lichtaktivierung von Rhodopsin mit den pK-Werten
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Abbildung 44: Die Temperaturabhédngigkeit der Fluoreszenzlebensdauer t3 von Rhodopsin-AF in nativen
Membranen bei pH 5.5 und pH 7.5 im lichtaktivierten Metarhodopsin-II-Intermediat ist als
Arrheniusplot aufgetragen. Bedingungen: 50 mM MES-Bis-Tris-Propan, 150 mM NaCl.

fir die Bildung von Meta-II deutet darauf hin, dafs die Fluoreszenzlebensdauer von gebunde-

nem Fluorescein und ihre jeweiligen Amplituden durch eine fiir die aktive Proteinkonformation
spezifische Umgebungsdnderung beeinflufit werden.
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5.2.3 Solubilisiertes Rhodopsin in 3-DM Mizellen

In vielen Studien wird mit solubilisierten Rhodopsin gearbeitet, insbesondere werden Rhodop-
sinmutanten in Zellen exprimiert, welche eine andere Membrankomposition als die nativen
Diskmembranen besitzen. Da sich das Verhalten des Rhodopsin in Mizellenumgebung von der
von Rhodopsin in nativen Diskmembranen unterscheidet, wurden zum Vergleich zeitaufgeloste
Fluoreszenzanisotropiemessungen an Rhodopsin durchgefiihrt, die Fluoreszenzanalyse wird nun
im folgenden vorgestellt.

Rhodopsin solubilisiert in B-DM Mizellen
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Abbildung 45: Ubersicht der Ergebnisse der Fits aller Fluoreszenzlebensdauermessungen von solubilisierten
Rhodopsin in 3-DM Mizellen. A,B: Die pH-Abhéngigkeit der gefitteten Fluoreszenzlebensdauer
74 und ihre dazugehorigen Amplituden von Rhodopsin im Dunkelzustand. C,D: Analog dazu die
Fluoreszenzlebensdauer T; und ihre dazugehérigen relativen Amplituden o aus den Messungen
des Rhodopsins im Meta-II Intermediat. Der pH-Bereich des aktiven Zustands von Rhodopsin
ist gelb hinterlegt. Die Insets zeigen die Absorptionsénderungen der Fluoresceinbande. Bedin-
gungen: 50 mM Puffer (MES (pH 5.5-7), Tris (pH 7.5-8.5)), 150 mM NaCl, 15°C, Aex = 465 nm,
Fluoreszenzaufnahme iiber OG515 Kantenfilter.

Aus vergleichenden transienten Absorptionsmessungen ist zu erkennen, daff das Gleichgewicht
Meta-1/Meta-1II bei Rhodopsin in DM-Mizellen komplett nach Meta-II verschoben ist. Zusétzlich
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15°C Dunkelzustand Lichtaktiviert

Monoanion (pH5.5) ‘ Dianion (pH 8.5) | Monoanion (pH5.5) ‘ Dianion (pH 8.5)
T 2.1[£82] ns 1.8[+5-17] ns 4.2[+81" ns 3.9(£3 131 ns
T 3.3[18:%] ns 3.2[18:%] ns 4.6[1813} ns 4.3[18:%} ns

Tabelle 6: Ubersicht der nach relativen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer t* und nach fraktio-
nalen Amplituden gewichteten Fluoreszenzlebensdauer T (Formel 3.11) von solubilisierten Rhodopsin-
AF in DM-Mizellen. Bedingungen: 50 mM Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5), MES (pH 5-7), Tris (pH
7.5-8)), 150 mM NaCl, 15°C, A¢x = 465 nm, Fluoreszenzaufnahme tiber OG515 Kantenfilter.

ist die Kinetik der Meta-II Bildung viel schneller ist als in nativen Diskmembranen (eigene
Messungen).

Um herauszufinden, wie der Einflufs der Mizellenumgebung sich auf die zeitaufgelosten Fluo-
reszenzeigenschaften von Fluorescein an der cytoplasmatischen Oberfliche von Rhodopsin nieder-
schlagt, wurden die Fluoresceinmarkierten Rhodopsin-Mizellen vergleichend im Dunkelzustand
und im lichtaktivierten Meta-II Intermediat untersucht.

Fluorescein gebunden an Rhodopsin in Mizellen zeigt ebenfalls die pH-abhédngigen Verschiebun-
gen der Absorptionsbanden wie das freie Fluorescein [Moller und Alexiev, 2009]. Der Ubergang
vom Monoanion zum Dianion ist im Dunkelzustand mit pKq = 6.6 £ 0.1 dhnlich zu dem von Opsin-
Mizellen. Die Peakwellenldnge des Dianions im gebundenen Zustand ist mit Ay qx = 500 nm
gegentiiber dem freien Fluorescein mit Ay qx = 491 nm zu ldngeren Wellenldngen verschoben.

Die Fluoreszenzlebensdauerzerfille des solubilisierten Rhodopsin-AF in 3-DM Mizellen werden
mit einer Summe aus drei Exponentionentialfunktionen nach Formel 3.9 gefittet. Im Dunkel-
zustand sind die Zerfallskomponenten alle konstant iiber den gemessenen pH-Bereich (11 ~
0.2ns, T2 ~ 1.1ns). Wie bei den Rhodopsin-Membranen spiegelt die Fluoreszenzlebensdauer
mit T3 M = T3,pA ~ 3.9ns nicht den Ladungszustand des Farbstoffes wieder und ist konstant
iiber den gesamten gemessenen pH-Bereich. Die relativen Amplituden o; der beiden Quenching-
Zerfallskomponenten 11 und T, zeigen eine leichte, gegenldufige pH-Abhéngigkeit, wobei Ampli-
tude der schnellen Zerfallskomponente o; von 0.16 im sauren auf 0.38 bei alkalischen pH-Werten
ansteigt, wie auch in Rhodopsin-Membranen bereits beobachtet wurde. Die relative Fluoreszenz-
amplitude «3 ist relativ konstant bei oz = 0.38.

Im lichtaktivierten Meta-II Intermediat sind die Fluoreszenzzerfallskomponenten t; =~ 0.3 ns
und T, ~ 1.5ns konstant iiber den gesamten pH-Bereich. Die Fluoreszenzlebensdauer T3 zeigt
eine pH-Abhingigkeit und fallt von t3(pH 5.5) = 4.8 ns auf 13 (pH 8.5) = 4.4 ns. Verglichen mit
der Fluoreszenzlebensdauer im Dunkelzustand ist im lichtaktivierten Rhodopsin die Fluores-
zenzlebensdauer T3 des Fluoresceins iiber den gesamten pH-Bereich linger. Mit der Henderson-
Hasselbalch-Funktion erhdlt man ein Protonierungsgleichgewicht von pKq = 6.8 +0.3.

Die relativen Amplituden liegen bei o7 = 0.05, «; = 0.12 und «3 = 0.83, sie besitzen kei-
ne pH-Abhéngigkeit tiber den gesamten pH-Bereich. Im Vergleich zum Dunkelzustand ist im
lichtaktivierten Intermediat die Fluoreszenzzerfallsamplitude T3 die dominierende Komponente.

Schlufifolgerung

In Membranen ist die Ausbildung der aktiven Proteinkonformation durch einen Anstieg der
Fluoreszenzlebensdauer des gebundenen Fluoresceins und einem teilweisen Anstieg der entspre-
chenden Amplitude verbunden. In Mizellen ist dies ebenso der Fall. Hier ist jedoch zusitzlich ein
signifikanter Anstieg der relativen Amplitudenn «3 der Fluoreszenzlebensdauerkomponente von
etwa 30% auf 83% zu verzeichnen, der in nativer Membranumgebung unterdriickt wird. Dieser
Anstieg ist demzufolge spezifisch fiir die aktiven Proteinkonformation in Mizellenumgebung. Da-
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durch ist das Mizellensystem besonders geeignet, um aus zeitaufgeldsten Fluoreszenzeigenschaften
des gebundenen Fluoresceins Informationen tiber den Aktivierungszustand des Rhodopsins zu
erhalten.

524 Zusammenfassende Analyse der Fluoreszenzlebensdauermessungen als
Indikator fiir Helix 8 Umgebungsdnderungen

Die Bindung des Fluoreszenzmarkers Fluorescein an das Protein verdndert sein Fluoreszenzver-
halten. Zum einen wird der einfachexponentielle Fluoreszenzzerfall multiexponentiell. Dieses
Verhalten wird durch Fluoreszenzloschungsprozesse ausgelost, welche durch die Interaktion mit
der Protein- und Lipidumgebung, aber auch durch Energietransfer zum Retinal im Dunkelzustand
von Rhodopsin zustande kommen. Zum anderen dndern sich die Fluoreszenzzerfallszeiten T3,
welche durch die Umgebung beeinflufst werden. Neben der Fluoreszenzzerfallszeit T3 wurden
noch die Zerfallszeiten 11 und T, ermittelt. Sie zeigen in allen Messungen keine signifikante
pH-Abhédngigkeit. Wahrend die schnelle Zerfallszeit 1 bei allen Messungen bei 100-200 ps liegt,
ist die Zerfallszeit T, bei den Messungen von solubilisierten Rhodopsin im Dunkelzustand und
fiir den Rezeptor in allen Zustinden in nativen Membranen zwischen 1-1.3 ns. Bei Opsin in
Mizellen und solubilisiertem Rhodopsin nach Lichtaktivierung ist T, =~ 2 ns signifikant hoher.
Vergleichbare Messungen an fluoresceinmarkierten Bakteriorhodopsin ohne Retinal zeigen nur
eine Beeinflussung von 11 und T3 durch Energietransfer [Alexiev et al., 2003]. Das bedeutet, daf3
der Fluoreszenzloschungsprozess, welcher durch T, charkterisiert ist, direkt durch die Proteinum-
gebung beeinflufit wird. In 3-DM Mizellen ist der laterale Druck durch die Mizelle schwécher als
in Membranumgebung (siehe auch Kapitel 6.5). Auch wurde gezeigt, dafs in Mizellenumgebung
die Aktivierungsenergie geringer ausfallt [Corley et al., 2011]. Der in Mizellenumgebung fehlende
laterale Druck scheint die Stabilitat des Dunkelzustands negativ zu beeinflufSen, ebenso wie die
Stabilitdt des inaktiven Meta-I Intermediats. Die Fluoreszenzlebensdauerdaten deuten auch dar-
auf hin, daf in Membranumgebung die Anderungen an der cytoplasmatischen Oberfliche von
Rhodopsin schwicher auszufallen als in Mizellenumgebung.

Fiir den Vergleich der Fluoreszenzeigenschaften des Fluoresceins wurde seine mittlere Fluo-
reszenzlebensdauer T* fiir seine beiden Anionzustinde in Abbildung 46 aufgetragen. Fiir den
monoanionischen Zustand wurden die Messungen bei pH 5 und fiir den dianionischen Zustand
der alkalische Endpunkt der Messungen herausgesucht. Als Referenz wurde die pH-Abhéngigkeit
von IAF gemessen, welche sich mit einer Fluoreszenzzerfallszeit anpassen ldfst. Die anderen
Messungen wurden iiber drei Zerfallszeiten mit ihren relativen Amplituden gewichtet gemittelt.

Es ist zu erkennen, daf} die lichtaktivierten Proben eine grofSere mittlere Fluoreszenzlebensdauer
besitzen als ihre Pendants im Dunkelzustand. In Membranen besitzt das Fluorescein die kiirzesten
mittleren Lebensdauern, was auf ein hohes Gewicht der kurzen Zerfallszeiten und damit auf
eine starke Fluoreszenzloschung durch die Membranumgebung hinweist, welche in einer Mizel-
lenumgebung nicht gegeben ist. Deren mittlere Fluoreszenzzerfallszeiten liegen bei Rhodopsin
im Dunkelzustand bei 2 ns, was auf signifikante Fluoreszenzloschung hinweist, wohingegen das
lichtaktivierte Rhodopsin in Mizellen mittlere Fluoreszenzlebensdauer im Bereich des freien IAF
besitzt, was auf minimales Quenching hindeutet. Mit einer relativen Amplitude von a3 = 0.83
(Kap. 5.2.3) ist dies auch der Fall.

Da das Fluoreszenzspektrum des Fluorescein (Amax = 515 nm) signifikant mit der Absorptions-
bande des Retinals im Dunkelzustand von Rhodopsin (Anax = 498 nm) tiberlappt, wird qualitativ
tiberpriift, ob der Unterschied der Fluoreszenzloschung von Dunkel- und Meta-II-Zustand durch
Energietransfer vom Fluorescein zum Retinal hervorgerufen wird. Dazu wird das Apoprotein
Opsin herangezogen, welches kein Retinal besitzt. In nativen Diskmembranen kann dieses un-
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Abbildung 46: Ubersicht der nach relativen Amplituden gewichteten Lebensdauer t* der Rhodopsin-AF und
Opsin-AF pH-Reihen. Die Punkte geben den Mittelwert der gewichteten mittleren Lebensdauer
der Fluoreszenzzerfille von Fluorescein im monoanionischen, bzw. dianionischen Zustand mit
ihren Fehler an.

ter sauren pH-Bedingungen die aktive Konformation annehmen [Vogel und Siebert, 2001]. Im
pH-Bereich des Mono-, bzw. Dianions sind damit weniger als 10% in der aktiven Konformation.

Im Vergleich zwischen Opsin in Membranen und solubilisiserten Opsin ist klar zu erkennen, daf3
die Membranumgebung den entscheidenden Effekt fiir eine kiirzere T* darstellt, d.h. der Haupt-
quenchingeffekt beruht auf der Membranumgebung. Der Unterschied zwischen Opsin-Membranen
und Rhodopsin in Membranen deutet auf einen kleinen Quenchingeffekt durch Energietransfer
zum Reitnal hin, der jedoch im Vergleich zum Membranquenchingeffekt vernachldssigbar ist.

In Mizellen ist der Quenchingeffekt durch Energietransfer durch das Retinal (t* ~ 3.5 ns
gegeniiber T* = 2 ns) deutlich zu erkennen. Ein Effekt, der durch die Kopplung des Fluoresceins
an das Protein hervorgerufen wird, ist die Invertierung der mittleren Lebensdauer vom Dianion
und Monoanion. Bei freiem Fluorescein hat das Dianion die kiirzere Lebensdauer. Am Protein
gebunden, ist " des Monoanions immer die kiirzere. Eine Ausnahme besteht bei lichaktivierten
Rhodopsinmembranen.

Es ist bekannt, daf} die Funktion des Rezeptors von der Membranzusammensetzung gepréagt ist.
Insbesondere wurde die Abhangigkeit der Formation des aktiven Meta-II-Intermediats untersucht
[Applebury et al., 1974, Litman et al., 1981]. In 3-DM Mizellen ist die Kinetik der Meta-II Bildung
sehr viel schneller als in nativen Membranen, welche pH- und temperaturunabhéngig ist, wahrend
fur Rhodopsin in nativen Diskmembranen die Bildung von Meta-II eine sehr starke Abhangigkeit
von pH und Temperatur besitzt. Die hohe Elastizitdt der Mizellenumgebung [Konig et al., 1989]
und auch die Ladung der Lipidkopfgruppen [Litman et al., 1981] sind wichtige Faktoren fiir die
Meta-1I Bildung. Trotz der Unterschiede sind Messungen in 3-DM Mizellen weitverbreitet, da zum
einen das Detergenz den Rezeptor nicht denaturiert und seine Funktion erhalten bleibt [DeGrip
und Bovee-Geurts, 1979]. Zum anderen werden die meisten Proben mit Rhodopsinmutanten in
diesem Detergenz solubilisiert.

Es ist aus CD- und stationdren Fluoreszenzmessungen bekannt, dafd die «-helikale Sekundar-
struktur der amphiphilischen Helix 8 sich auf der Oberfldche der nativen, geladenen Diskmembran
ausbildet [Krishna et al., 2002], in 3-DM Mizellen dagegen deuten die Ergebnisse darauf hin,
dafi moglicherweise keine Bindung des C-terminalen Endes von Rhodopsin auf der Oberfldche
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der Mizelle und damit zumindest keine vollstindige Bildung einer helikalen Struktur stattfindet.
Kristallstukturen von “aktiven” Opsin, mit und ohne Gta-Peptid und von Meta-II zeigen einen he-
likalen C-Terminus von Rhodopsin [Park et al., 2008, Scheerer et al., 2008, Choe et al., 2011], welcher
allerdings durch die Kristallisationsbedingungen induziert sein konnte. FTIR-Messungen von Rho-
dopsin unter physiologischen Bedingungen zeigen eine partielle Entfaltung der Sekundéarstruktur
von Helix 8 in Meta-II [Lehmann et al., 2007]. Der Vergleich der mittleren Fluoreszenzlebensdau-
er zeigt ein Fluoreszenzloschungsverhalten, mit welchen man zwischen aktiven und inaktiven
Intermediaten unterscheiden kann. Aus den Fluoreszenzzerfallszeiten T3 kann innerhalb einer
pH-Reihe auch der Ubergang vom inaktiven zum aktiven Intermediat nachvollzogen werden. Das
Verhalten von T3 koénnte durch die Protonierung des Protonenschalters Glu134 im Rhodopsin
hervorgerufen werden. Es wurde gezeigt, daf8 sich im lichtaktivierten Meta-II Intermediat die
Oberflachenladung an der cytoplasmatischen Oberfldche dndert [Moller und Alexiev, 2009]. Durch
die Néhe des Glu134 zur cytoplasmatischen Oberfliche kann seine Protonierung eine Anderung
der Oberflichenladung hervorrufen [Moller und Alexiev, 2009], welche durch den Fluoreszenzmar-
ker detektiert wird. In Mizellenumgebung wurde eine verlidngerte Fluoreszenzlebensdauer t3 vor
allem des Monoanions gegeniiber der Fluoreszenzlebensdauer von freiem Fluorescein detektiert,
welche im aktiven Zustand noch weiter ansteigt (Abb. 47). Dieses Verhalten konnte durch zwei
verschiedene Effekte hervorgerufen werden:

1. Ein signifikanter Anstieg der Fluorescein-Fluoreszenzlebensdauer wurde bei erhohter Kon-
zentration (ab ca. 20 pM) festgestellt, welcher durch Homoenergietransfer erklart wird
[Elmgren, 1980]. In den hier vorgestellten Experimenten wurde mit einer maximalen Kon-
zentration von 5 pM gearbeitet. Eine Erhohung der Homoenergietransferrate bei niedriger
Konzentration kénnte aber durch eine eventuelle Dimerbildung von Rhodopsin im aktiven
Zustand hervorgerufen werden. Der mittlere Abstand a zwischen freien Fluoresceinen in
Losung bei ¢ = 20 uM liegt bei a < 4 A. Der Abstand der Farbstoffe im Rhodopsindimer
ist von der Orientierung der Rhodopsinmolekiile zueinander abhingig. Diese ist noch nicht
abschlieffend geklart. Es gibt aber neue Ergebnisse, welche zeigen, dafs eine wahrscheinliche
Dimerisierung iiber Helix 8-Kontakte stattfindet [Knepp et al., 2012]. In dieser Konfigu-
ration wire der Abstand zwischen zwei gebundenen Fluoresceinen klein genug, damit
Homoenergietransfer stattfinden kann.

2. Die Fluorescein-Fluoreszenzlebensdauer wird auch durch die Polaritdt der Umgebung mo-
duliert. In Magde et al. [2002] wurden die Fluoreszenzzerfallszeiten von Fluorescein in
Abhingigkeit des Losungsmittels mit geringer werdender Polaritdt - deren Dielektrizitdtskon-
stanten ebenfalls in gleicher Reihenfolge fallen (von H,O (e ~ 80) bis zu Octanol (e; ~ 10)
[Ritzoulis et al., 2000]) - ermittelt. Dabei wurde festgestellt, dafs Fluorescein in H,O kurze
Fluoreszenzzerfallszeiten T besitzt und mit steigender Unpolaritdt des Losungsmittels T
ansteigt. Das Absorptionsmaximum Amqx von Fluorescein wird durch die Dielektrizitéts-
konstante des umgebenden Mediums moduliert. Bei pH 7.5 liegt Ay ax (Dunkel) = 495 nm
und A qx (Lichtaktiviert) = 497 nm. Beim freien IAF (bei pH 9) entsprechen diese Werte
Dielektrizitdtskonstanten von e.(Dunkel) = 55, bzw. e,(Licht) = 34 [Alexiev, 1994]. Da
das Fluorescein teilweise in einer Protein-/Membranumgebung eingebettet ist, kann nur
qualitativ auf eine Verringerung der Dielektrizitidtskonstante durch die lichtinduzierten
Konformationsénderungen an der cytoplasmatischen Oberfldche geschlossen werden. Diese
konnte beispielsweise durch eine stdrkere Abschirmung des Fluoresceins gegen das Solvenz
durch die Protein-/Membranumgebung induziert werden.

Wenn pH-abhingige Anderungen der Fluoreszenzzeit T3 existieren, sind sie gegeniiber den Ab-
sorptionsdnderungen von Fluorescein zu niedrigen pH-Werten verschoben, da sie im angeregten
Zustand verdnderte Protonierungseigenschaften besitzen (Forster-Zyklus [Forster, 1950]). Eine
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pH-abhingige Anderung der Absorption des gebundenen Fluoresceins wurde in allen Rezeptor-
zustdnden beobachtet. Dagegen erfahrt die pH-Abhédngigkeit der Fluoreszenzzerfallszeit meist
eine stark gedampfte Anderung. Der Grundzustand des Fluoresceins scheint daher auf andere
Umgebungsparameter, wie z.B. die Protonenkonzentration der umgebenden Losung, sensibel zu
reagieren als der angeregte Zustand. Dieser scheint eher durch die Polaritdt des umgebenden
Mediums, welche auch seine Fluoreszenzlebensdauer moduliert, am meisten beeinflufit zu werden.
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Abbildung 47: Ubersicht der Fluoreszenzlebensdauer T3 der Rhodopsin-AF und Opsin-AF pH-Reihen. Die
Punkte geben den Mittelwert der gewichteten mittleren Lebensdauer der Fluoreszenzzerfille von

Fluorescein im monoanionischen, bzw. dianionischen Zustand mit ihren Fehler an.
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5.3 Die Dynamik der Helix 8 von Rhodopsin

Die Aktivierung des Rhodopsins - ausgehend von der lichtinduzierten Isomerisierung des Retinals
- ist begleitet von langreichweitigen Konformationsénderungen innerhalb des Rezeptors. Dabei
kommt es im Besonderen zu Anderungen an der cytoplasmatischen Oberfliche des Rhodopsins.
Dadurch kann das G-Protein Transducin - welches die Signalkaskade aktiviert - an dieser Oberfldche
des Proteins binden. Bestandteil der cytoplasmatischen Oberfliche ist die amphipatische Helix 8.
Untersuchungen der Kristallstruktur zeigen, dafs Helix 8 im Grundzustand von Rhodopsin tiber
sein Phe313 eine Verbindung zum Tyr306 des konservierten NPxxY Motivs besitzt [Palczewski
et al., 2000] (siehe Kap.2.1.2, Abb.5). Die Aromaten beider Aminosduren interagieren via 7w — 7
Wechselwirkung und stabilisieren Helix 8 (Abb. 48A). In der lichtaktivierten Meta-II Form ist die
Interaktion beider Aminosduren durch die Drehung von Tyr306 zerstort [Hofmann et al., 2009,
Choe et al.,, 2011] (Abb. 48B). Diese Aminosdure gilt als wichtiges Element bei der Interaktion
zwischen dem aktivierten Rezeptor und dem G-Protein [Prioleau et al., 2002, Fritze et al., 2003].

E:i:i{;PSOS

24
[t

N302 <

Abbildung 48: Anderung der Kristallstruktur vor und nach Lichtaktivierung. Es sind der obere Teil der TM
Helix 7 und Helix 8 dargstellt. Die Seitenketten der Aminosauren des konservierten NPxxY(x)F-
Motivs und des Cys316 (griin), an welchen der Farbstoff kovalent gebunden ist, sind dargestellt.
A:Die aromatischen Ringe von Tyr306 und Phe313 sind in rdaumlicher Néhe. (PDB: 1U19) B: Durch
die Drehung von TM Helix 7 im Meta-II Intermediat wird die Interaktion zwischen Tyr306 und
Phe313 aufgebrochen (PDB: 3PX0). C: Die aktive Opsin-Struktur zeigt ebenfalls die Drehung von
TM Helix 7 (PDB: 3DQB).

Das NPxxY Motiv ist mittels eines ausgedehnten Wasserstoffbriickennetzwerks iiber Asp83
mit dem interhelikalen H*—Netzwerk [Zaitseva et al., 2010] und mit der Retinalbindungstasche
verbunden. Die Analyse der Kristallstrukturen in den verschiedenen Intermediatszustianden er-
laubte es, Informationen tiber die raumliche Struktur und die Konformationsdnderungen des
Rhodopsins zu erhalten. Kristallstrukturen kénnen jedoch nur bedingt Informationen {tiber die
Dynamik des Proteins und insbesondere der cytoplasmatischen Oberfldche und ihrer Verdnderung
in Abhdngigkeit von der Photoreaktion enthalten. Diese Informationen sind aber essentiell fiir
das Verstandnis der Bindung des aktiven Rezeptors mit dem G-Protein Transducin. Die Dynamik
von Proteinsegmenten kann experimentell u.a. mittels EPR- oder Fluoreszenzanisotropieexpe-
rimenten ermittelt werden [Altenbach et al., 2008, Alexiev et al., 2003]. Im folgenden werden
Fluoreszenzanisotropieexperimente vorgestellt, welche die Dynamik der Helix 8 unter verschiede-
nen Umgebungsbedingungen quantifiziert. Die Dynamik an der cytoplasmatischen Oberfldche
von Rhodopsin wurde - tiber die zeitaufgeldste Anisotropie von Fluorescein, welches an Cys316
(an Helix 8) gebundenen ist - gemessen und analysiert. Die Ergebnisse werden im folgenden
vorgestellt.
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5.3.1 Helix8 - Dynamik unter physiologischen Puffer-Bedingungen

Der Vergleich der zeitaufgelosten Anisotropiekurven des Fluorescein am Cys316 von Rhodopsin in
den verschiedenen Rezeptorzustinden soll zunéchst zeigen, ob sich die Anderung des Aktivie-
rungszustandes des Rezeptors in der Dynamik von Helix 8 niederschldgt. Dazu wurde als erstes
unter physiologischen pH-Bedingungen die Helix 8-Dynamik von Rhodopsin im Dunkelzustand,
nach Lichtaktivierung und vom Apoprotein Opsin (ohne Ligand) verglichen. Die Labelingsto-
chiometrie fiir das an Rhodopsin in nativen Diskmembranen gebundene Fluorescein lag bei den
Messungen bei 20%, um Homoenergietransfer zu vermeiden (Kap. 3.6.2).

Helix 8 Dynamik
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Abbildung 49: Gegentiberstellung von Anisotropien der an C316-AF markierten Proteine. Die in den ein-
zelnen Diagrammen eingetragenen Rotationskorrelationszeiten beziehen sich auf die jeweiligen
Dynamiken der Helix 8. Die obere Reihe zeigt Anisotropien der Proteine in nativen Diskmem-
branen und die untere in 3-DM Mizellen. In der ersten Spalte (A, C) werden die Anisotropien
vor und nach Lichtaktivierung verglichen. In der zweiten Spalte (B, D) wird das ligandenfreie
Opsin mit Rhodopsin verglichen. Die roten Pfeile zeigen die Anderungen der Anisotropie nach
Lichtaktivierung (A, C), bzw. den Unterschied zum Rhodopsin Grundzustand (B, D). Alle Mes-
sungen wurden mit 50 mM Puffer pH 7.5, 150 mM NaCl und bei 20°C, bzw. 37°C (Rhodopsin in
Membranen Dunkelzustand und Lichtaktiviert) durchgefiihrt.

Die experimentell ermittelten Anisotropiezerfallskurven r(t) und die dazugehorigen Parameter
wurden wie in Kap. 3.7.1 dargestellt ausgewertet und die drei ermittelten Anisotropiezerfallskom-
ponenten wie folgt zugeordnet [Alexiev et al., 2003, Schroder et al., 2005]:
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1. Die schnelle Zerfallskomponente der Anisotropie mit der Rotationskorrelationszeit ¢ ~
0.2 ns entspricht der Eigenbewegung des Farbstoffes.

2. Die mittlere Zerfallskomponente der Anisotropie mit der Rotationskorrelationszeit ¢, im
einstelligen Nanosekundenbereich entspricht der Bewegung des flexiblen Proteinsegments,
an dem der Farbstoff gebunden ist.

3. Die langsamste Zerfallszeit ¢ 3 entspricht der Rotationskorrelationszeit des Gesamtmolekiils.
Bei Rhodopsin in Mizellen betrégt sie etwa 50 ns. Bei Rhodopsin in Membranen ist ¢3 um
mehrere Groflenordnungen (ms-Zeitbereich fiir Rotationsdiffusion eines Membranfragmen-
tes) grofSer als die Fluoreszenzlebensdauer der eingesetzten Fluorophore (1 — 6 ns) und wird
bei der Analyse durch eine hinreichend grofSe Rotationskorrelationszeit ersetzt, welche im
Vergleich zur Fluoreszenzlebensdauer unendlich grof3 ist. Dadurch erhélt man eine quasi
zeitunabhingige Endanisotropie r, die die sterische Einschrankung der Bewegung des
flexiblen Proteinsegments und der Rotationsdiffusion des Farbstoffes um seine eigene Achse
beschreibt.

o | 1 (ms) | By | p2(ns) | B2 | 3 (ms) | B3
Rhodopsin | 0.26 0.26 0.19 3.3 0.44 00 0.37
native Membranen Meta-II 0.23 0.21 0.19 3.5 0.32 00 0.49

Opsin 0.28 0.06 0.22 2.2 0.12 00 0.66
Rhodopsin | 0.35 0.33 0.18 3.2 0.25 60 0.57
3-DM Mizellen Meta-II 0.33 0.32 0.12 59 0.20 78 0.68
Opsin 0.33 0.16 0.37 1.4 0.19 49 0.44

Tabelle 7: Ubersicht iiber die Fitparameter der in Abb.49 gezeigten Anisotropiezerfallskurven. ¢; sind die
Rotationskorrelationszeiten und f; die zugehorigen relative Amplituden mit ) ; f; = 1. Die absoluten
Amplituden r; berechnen sich mit r; = v¢ - 3;. Das x2 liegt bei den Messungen bei 1.06-1.18.

Die Dynamik von Helix 8 unterscheidet sich in allen Rezeptorzustinden, wie an den Rotations-
korrelationszeiten ¢, (Abb.49, Tab.7) zu erkennen ist. Dabei wird die Dynamik von Helix 8
unabhingig von der Proteinumgebung (native Membranen/Mizellen) nach Lichtaktivierung lang-
samer, wihrend sie beim Apoprotein (Opsin) schneller wird. Zustzlich zeigt sich eine Anderung
der Endanisotropie v, bzw. der relativen Amplitude 33 der langsamsten Rotationskorrelationszeit
$3, welche eine Anderung der sterischen Einschriankung des Farbstoffes und/oder der Helix zeigt.
Der Vergleich des Dunkelzustandes mit dem lichtaktivierten Zustand zeigt einen Anstieg von 33 in
beiden Proteinumgebungen (native Membranen, Mizelle). Es zeigt sich auch, daff das 33 von Opsin
in nativen Membranen grofier und in Mizellen kleiner ist als im Dunkelzustand des Rhodopsins.
Zusammenfassend deuten die Messungen darauf hin, dafl unter physiologischen pH-Bedingungen
ein Anstieg der Endanisotropie unabhéngig von der Membranumgebung bei der Aktivierung
von Rhodopsin stattfindet. Das ist an der hcheren sterischen Einschrankung der Helix 8 nach
Lichtaktivierung des Rezeptors zu erkennen. Ebenso erhoht sich die Rotationskorrelationszeit ¢,
der Helix 8 nach Lichtaktivierung des Rezeptors, was auf eine verlangsamte Dynamik im aktiven
Zustand hindeutet. Diese beiden Eigenschaften der Helix 8 scheinen eine wichtige Rolle bei der
Bindung des G-Proteins nach Lichtaktivierung des Rezeptors zu besitzen, da das lichtaktivierte
Rhodopsin unabhédngig von der Proteinumgebung (native Membranen, Mizelle) das G-Protein
Transducin binden und aktivieren kann.
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Opsin besitzt bei pH 7.5 und 20°C keine aktive Konformation [Vogel und Siebert, 2001, Vogel
et al., 2007]. Die Anisotropiezerfallskurven zeigen, daf8 die Rotationskorrelationszeit ¢, schneller
als die im Dunkelzustand und das Verhalten der Endanisotropien r, von der Proteinumgebung
(native Membranen, Mizelle) abhéngig ist.

Um zu verstehen, welche Rolle die beobachteten Helix 8 Dynamikédnderungen bei der Rezep-
toraktivierung spielen, wird im folgenden systematisch die Dynamikdnderung von Helix 8 bei
Rhodopsin im Dunkelzustand und nach Lichtaktivierung bei verschiedenen Temperaturen, pH-
Werten und unterschiedlichen Umgebungen (native Membran, 3-DM Mizelle) untersucht, da diese
Parameter nach Lichtaktivierung entscheidend das Gleichgewicht zwischen dem aktiven und
inaktiven Rezeptorzustand beeinflussen, wie in Abb. 39 dargestellt ist.

5.3.2 Opsin-AF in nativer Membran

Es ist bekannt, dafl Opsin in nativen Diskmembranen bei saurem pH (< pH4) eine aktive Konfor-
mation einnimmt [Vogel und Siebert, 2001, Vogel et al., 2007]. Deshalb wurden die Fluoreszenzani-
sotropiekurven von Opsin-C316-AF als Funktion des pH-Wertes im Bereich zwischen pH 3 und
pH 8 gemessen.

In Abb.50A sind diese Anisotropiekurven dargestellt. Die farbigen Kurven stellen die entspre-
chenden Fits nach Gleichung 3.14 mit drei Zerfallskomponenten dar, wobei ¢3 = co gesetzt ist. Als
Vergleich ist die Anisotropiekurve des freien IAF dargestellt, welche monoexponentiell zerfallt.

Die Parameter der Fits sind in Abb.50B und C zu dargestellt. In Abb.50B, C und D ist mit
gelb im Hintergrund der pH-Bereich fiir die Ausbildung der aktiven Konformation des Opsins
angedeutet, welche mit der inaktiven Konformation ein Gleichgewicht bei pK = 3.8 besitzt [Vogel
et al., 2007].

Abb. 50B zeigt die pH-Abhingigkeit der Rotationsdiffusion des gebundenen Farbstoffes (¢1) und
der Helix 8 (¢7). ¢1 zeigt keine pH-Abhédngigkeit. Die Rotationskorrelationszeit ¢, von Helix 8
dagegen zeigt eine pH-Abhingigkeit. Diese kann mit der Henderson-Hasselbalch Funktion gefittet
werden und zeigt eine biphasische pH-Abhéangigkeit mit pKy1 = 4.1 £0.8 und pKy; = 6.4 £0.3.
Die relativen Amplituden 3; wurden global mit der Henderson-Hasselbalch-Funktion mit einem
Ubergang von pKq = 6.3 4 0.1 gefittet (Abb. 50C). Die relativen Amplituden 3 und f, sind im
alkalischen doppelt so grof3 wie im sauren pH-Bereich und steigen von 9% bei pH4 auf 21% bei
pHS8 (B1), bzw. von 6% bei pH4 auf 12% bei pH8 (7). Die relativen Amplituden 3; konnen
tiber den oy Wert aus dem Fit in die absoluten Amplituden r; umgerechnet werden: 3; = I—S Die
Endanisotropie ro, welche ein Wert fiir die sterische Einschrankung der Bewegung durch die
Proteinoberfldche ist, nimmt mit steigendem pH-Wert ab. Dies ist in Abb.50A gut zu erkennen.
Die Auswertung der relativen Amplituden der Rotationsdiffusion {iber das Kegelmodell mit dem
cone-in-a-cone Ansatz [Schroder et al., 2005] fiir Farbstoff und Segmentmobilitdt werden in Abb. 50D
gezeigt. Der Helix 8 Offnungswinkel zeigt einen Anstieg von 13.5° auf 19° mit einem Ubergang
von pKqy = 6.5 £ 0.1. Der Farbstoffhalbkegeloffnungswinkel wird mit steigenden pH zunéichst
mit einem Ubergang von pKq; = 4.3 + 0.4 kleiner und steigt dann mit einem Ubergang von
pKa2 =5.7+0.2 von 10° auf 22° an.

In Bezug auf eine Korrelation von Helix 8 Dynamikdnderung und Ausbildung der aktiven
Rezeptorkonformation von Opsin bei hoher Protonenkonzentration ldfit sich aus den Daten
schliefien, daf3 sich die Rotationskorrelationszeit von Helix 8 im relevanten pH-Bereich von ¢, ~
0.5 ns bei pH5 auf ¢, ~ 1 ns bei pH 3.5 dndert. Zuséatzlich nimmt die sterische Einschrankung
durch die umgebenden Komponenten der Proteinoberfliche zu, wie durch den Anstieg der
sterischen Einschriankung des Farbstoffes zu sehen ist. Dies bedeutet, daf3 sich nicht nur die
Dynamik von Helix 8, sondern auch weitere Elemente der cytoplasmatischen Rezeptoroberfldche
in einer pH-abhéngigen Konformationsianderung mit einem Ubergang von pKq ~ 4 dndern. Diese
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pH-abhéngige Konformationsanderung von Helix 8 und Oberfliche korreliert mit dem Ubergang
von einer inaktiven zu einer aktiven Opsinkonformation mit einem pK = 3.8 [Vogel et al., 2007].
Zusitzlich tritt eine pH-abhédngige Konformationsdnderung im pH-Bereich von ca. pH 6 auf, die
nicht mit der Ausbildung der aktiven Konformation korreliert ist, aber eine intrinsische Eigenschaft
des Sieben-Helix-Proteins darzustellen scheint. Sowohl die Rotationskorrelationszeit als auch die
sterische Einschrankung von Helix 8 und die Farbstoffbeweglichkeit durch die Proteinumgebung
zeigen eine Zustandsdnderung mit einem Ubergang im Bereich von pK » 6 — 6.5.
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Abbildung 50: Ubersicht iber die Anisotropien von Opsin-C316-AF in nativen Membranen als Funktion
vom pH. A: Anisotropiekurven von Opsin-AF in Membranen bei verschiedenen pH-Werten. In
schwarz ist zum Vergleich die Anisotropie von freiem IAF dargestellt. B: pH-Abhéangigkeiten der
Rotationskorrelationszeiten ¢;. C: pH-Abhéngigkeit der relativen Amplituden f;. o korreliert
mit 33 via 3 = %. D: pH-Abhangigkeit der Halbkegeldffnungswinkel aus dem cone-in-a-cone
Modell. Fehler wurden mittels exhaustive error analysis ermittelt. Messungen wurden in 50 mM
Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5 —4.5), MES (pH 5 — 7), Tris (pH 7.5 — 8)) und 150 mM NaCl bei 20°C
durchgefiihrt. Aex = 484 nm, OG515 Kantenfilter im Fluoreszenzstrahlengang. Der pH-Bereich
des aktiven Zustands von Rhodopsin ist gelb hinterlegt.
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5.3.3 Anisotropie der Opsin-Mizellen

Die Anisotropiezerfallskurven von Opsin-C316-AF verhalten sich in Abhéngigkeit von der Protein-
umgebung - native Membranen oder Mizellen - im Vergleich zum jeweiligen Dunkelzustand von
Rhodopsin bei pH 7.5 unterschiedlich (Abb 49B und D) und zeigen ein diametral entgegengesetztes
Verhalten beztiglich der sterischen Einschrankung der Bewegung des Farbstoffs, bzw. von Helix 8.
Wihrend in nativen Membranen die Endanisotropie von Opsin-C316-AF bei pH 7.5 und 20°C
hoher liegt als im Dunkelzustand, ist sie in Mizellenumgebung niedriger (Abb. 49). Die Analyse
der Diffusionsdynamik zeigt auch ein unterschiedliches Verhalten der relativen Amplituden (3;
der Anisotropiezerfallskurven (siehe Tabelle7). Die Diffusionsdynamik von Opsin-C316-AF in
Abhidngigkeit vom pH im Bereich von pH 3.5 - pH 8 wurde daher in Mizellenumgebung zum
Vergleich gemessen.

In Abb.51A sind diese Anisotropiekurven dargestellt. Die farbigen Kurven sind die entsprechen-
den Fits nach Modellgleichung 3.14 mit drei Anisotropiezerfallskomponenten. Als Vergleich ist die
Anisotropiekurve des freien Fluorescein dargestellt, welche monoexponentiell zerfallt.

Die einzelnen Parameter der Fits sind in Abb.50B und C zu sehen. Die Analyse der Rotations-
diffusion des gebundenen Farbstoffes und der Helix 8 tiber das Kegelmodell wird in Abb.50D
dargestellt.

Die Ubersicht der Opsin-AF Anisotropien in Abbildung 51A zeigen im gesamten gemessenen
pH-Bereich von pH 3.5 - pH 8 eine sterische Einschrankung durch die Proteinoberfldche, welche
mit steigendem pH fallt (Abb.50A). Dies ist in Analogie zu den Experimenten mit Opsin in
Membranen. Die relativen Amplituden 3; lassen sich global mit einer Henderson-Hasselbalch-
Funktion mit pKq = 5.7 £ 0.1 fitten. Die relativen Amplituden 1(18% auf 36%) und p, (10% auf
20%) verdoppeln sich jeweils, wihrend (33 von 72% auf 44% fallt.

Die Halbkegelfoffnungswinkel fiir die Bewegung von Farbstoff und Helix 8 wurden mit dem
cone-in-a-cone Modell fiir den pH-Bereich von pH 3.5 bis pH 8 berechnet (Abb.50D). Diese zeigen
einen pH-abhingigen Anstieg der Offnungswinkel von 20° auf 32° fiir den Fluoreszenzmarker
und einen pH-abhédngigen Anstieg von 15° auf 28° fiir Helix 8. Die pH-Abhéngigkeiten wurden
mittels Henderson-Hasselbalch Funktion gefittet. Die Anderung des Halbkegel6ffnungswinkels
des Fluoreszenzmarkers wurde mit einem pKq = 5.7 +-0.2 und fiir die Anderung des Halbkegeloff-
nungswinkels von Helix 8 mit einem pKq = 5.4 £ 0.1 ermittelt. Damit wird auch in Opsin-Mizellen
der pH-abhingige Konformationsiibergang bei ca. pH 6, der nicht mit der aktiven Rezeptorkonfor-
mation assoziiert ist, wiedergefunden.

Die Rotationskorrelationszeit ¢ (gebundener Farbstoff) ist konstant tiber den gesamten pH-
Bereich bei ¢1 = 0.15 ns. Die Rotationskorrelationszeiten ¢, (Helix8) und ¢3 (Micelle) zeigen
eine pH-Abhingigkeit, welche global mit einer einfachen Henderson-Hasselbalch-Funktion (n=1)
gefittet werden kann und einen pK, = 4.2 besitzt (Abb.51B). Die Rotationskorrelationszeit ¢,
nimmt mit zunehmenden saurem pH ab und féllt von ¢, = 1.6 ns bei pH5 auf ¢, = 0.7 ns
bei pH3.5. Die Rotationskorrelationszeit ¢3 steigt von ¢3 = 50 ns bei pH5 auf ¢3 = 140 ns bei
pH3.5 an. ¢3 spiegelt die Rotationsdiffusion der Opsinmizelle wieder. Uber die Perringleichung
kann man Rotationskorrelationszeit und Volumen V der Mizelle (d.h. die Groie der Mizelle) in
Beziehung setzen: ¢3 = V—? (n: Viskositit, k: Boltzmann-Konstante und T: Temperatur). Unter der
Voraussetzung, daf} die Mizelle als kugelférmiger Rotator angesehen wird, kann aus dem Volumen
der Durchmesser der Mizelle berechnet werden. Der Durchmesser der Opsin-DM-Mizelle wird
damit zu d = 10.3 nm bei pH 3.5 und zu d = 7.3 nm fiir > pH 5 bestimmt. Die Werte fiir > pH 5
stimmen mit den bestimmten Rhodopsin-Mizellen Durchmessern in 0.05% DM fiir Rhodopsin-
Monomere tiberein [Dutta et al., 2010]. Der Durchmesser von d = 10.3 nm bei pH 3.5 deutet auf
eine Dimerisierung von Opsin in der DM-Mizelle hin. Der Durchmesser einer “leeren” DM-Mizelle
(0.1% DM) betrdgt 3.1 nm. Addiert man den Durchmesser eines Opsin-Dimers dazu, der mit einem
maximalen Durchmesser parallel zur Membranoberfldche bei jeder méglichen Dimerkonformation
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Abbildung 51: Ubersicht iiber die Anisotropien von Opsin-C316-AF in Mizellen: A: Anisotropiekurven von
Opsin-AF bei verschiedenen pH-Werten. In schwarz ist zum Vergleich die Anisotropie von freien
IAF dargestellt. B: pH-Abhédngigkeiten der Rotationskorrelationszeiten ¢;. C: Relative Amplituden
Bi der ¢;. D:pH-Abhéngigkeit der Halbkegeloffnungswinkel aus dem cone-in-a-cone Modell.
Fehler wurden mittels exhaustive error analysis ermittelt. Probe: 5pM Opsin-C316-AF, Aex =
486 nm, Kantenfilter GG515. Messungen wurden in 50 mM Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5 —4.5),
MES (pH5 —7), Tris (pH 7.5 — 8)), 0.05% DM und 150 mM NaCl bei 20°C durchgefiihrt.

(PDB: IN3M) zu 7 — 7.5 nm aus der Kristallstruktur bestimmt wurde, dann kann der aus den
Anisotropiemessungen bestimmte Durchmesser auf die Bildung von Opsindimeren bei saurem pH
hinweisen. Eine Dimerisierung von Rhodopsin wurde unter verschiedenen Bedingungen gezeigt

[Fotiadis et al., 2003].

In einer wahrscheinlichen Dimerkonfiguration stehen beide Rezeptoren in den Dimeren derart
zueinander, daf$ sie tiber Helix 8 und TM 1 miteinander in Kontakt stehen [Knepp et al., 2012].
Da die pH-abhéngige Anderung der Rotationskorrelationszeit ¢, der Helix 8 mit dem Anstieg
der Mizellengrofe korreliert, kann geschlossen werden, daf8 die Anderung der Rotationskorrelati-
onszeit von Helix 8 eher mit der Dimerisierung von Opsin als mit der Ausbildung einer sauren
aktiven Rezeptorkonformation verbunden ist. Die beobachtete Anderung der Rotationskorrelati-
onszeit von Helix 8 in Opsin-Membranen bei pH 4 mit einer verlangsamten Dynamik im aktiven
Rezeptorzustand steht im Gegensatz zu den Beobachtungen in Opsin-Mizellen, in denen die
Rotationskorrelationszeit von Helix 8 im sauren pH-Bereich schneller wird.
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5.3.4 Anisotropie der Rhodopsin Membranen bei 0°C

In den beiden vorhergehenden Kapitel wurde gezeigt, daff die Dynamik von Helix8 und der
cytoplasmatischen Oberfldche stark durch die Umgebung (Membran oder Detergenz) gepragt
wird. Dartiberhinaus konnte eine spezifische Signatur von Helix 8 in der aktiven Konformation
beschrieben werden. Diese beinhaltet eine Verlangsamung der Rotationskorrelationszeit der Helix 8
und der sterischen Einschrankung durch die Proteinumgebung. In dem vorliegenden Kapitel
werden Anisotropieexperimente von Rhodopsin-C316-AF in nativen Diskmembranfragmenten bei
tiefen Temperaturen vorgestellt. In diesem Temperaturbereich existiert ein einfaches Gleichgewicht
zwischen dem inaktiven Vorlduferintermediat Meta-I und dem aktiven Intermediat Meta-II. Nach
Lichtaktivierung des Rhodopsins wird dabei pH-abhidngig Meta-I oder Meta-II gebildet. Im
sauren pH-Bereich wird vollstindig Meta-II gebildet, im alkalischen pH-Bereich nur Meta-I. Das
Gleichgewicht hat bei 0°C einen pKq von 6.6 £ 0.1 (Abb. 39).

Die Anisotropie von Rhodopsin-C316-AF wurde im Dunkelzustand und nach Lichtaktivierung
in einem Bereich von pH 5.5 - pH 9 gemessen. Die Analyse wurde anhand der Modellgleichung
3.14 mit drei Anisotropiezerfallskomponenten durchgefiihrt. Die einzelnen Parameter der Fits sind
in Abb. 52 dargestellt.

Analyse der Anisotropiezerfallskurven im inaktiven Dunkelzustand

Abbildung 52A und C zeigen die aus den Fits erhaltenen Rotationskorrelationszeiten ¢; und
die dazugehorigen Amplituden (3; der jeweiligen Anisotropiezerfallskomponente. Die Analyse
der Rotationsdiffusion des gebundenen Farbstoffes und der Helix 8 tiber das Kegelmodell wird in
Abbildung 52E dargestellt.

Im Grundzustand von Rhodopsin zeigt die Dynamik des Farbstoffes (¢ 1) keine signifikante
Abhingigkeit vom pH-Wert (Abb. 52A) und liegt bei 0.1ns, die dazugehorige relative Amplitude
1 liegt bei konstant 7% {iber den gemessenen pH-Bereich (Abb. 52C).

Die Dynamik von Helix 8 (¢2) zeigt eine pH-Abhéngigkeit. Die Rotationskorrelationszeit ¢,
fallt von 3.1 ns im sauren pH-Bereich auf 2.4 ns im alkalischen pH-Bereich. Der Ubergang wurde
mittels Henderson-Hasselbalch Funktion mit einem pK, = 6.4 + 0.3 gefittet (Abb.52A). Die
Amplitude 3, steigt von 4% im sauren pH-Bereich auf 48%, die relative Amplitude P33 (sterische
Einschrankung) nimmt gleichermafen von 89% auf 45% ab (Abb.52C). Der Ubergang wurde
mittels Henderson-Hasselbalch Funktion mit einem pKq = 5.7 £ 0.2 gefittet.

Die cone-in-a-cone Analyse des Dunkelzustands von Rhodopsin zeigt, dafd innerhalb des Fehlers
pH-unabhiéngig der Farbstoff-Halbkegeloffnungswinkel bei 16° liegt, der Halbkegeloffnungswinkel
der Helix 8 Komponente steigt von 7° auf 42° an und besitzt einen Ubergang bei pKq = 5.9 +0.1
(Abb. 52E).

In Alexiev et al. [2003] wurde die relative Mobiltat Blz der Helix 8 analysiert. Fiir eine Ver-
gleichbarkeit der Daten wurde [3/2 auch fiir die in dieser Arbeit ermittelten Anisotropiedaten nach

B /2 = mﬁfzﬁs berechnet. Der Ubergang der relativen f /Z—Werte im Dunkelzustand von Rhodopsin
liegt bei pKq = 6.0 & 0.3 mit einen Hill-Koeffizienten von n = 1.7 und stimmt damit sehr gut mit

den publizierten Daten (pKq = 6.2, n = 1.9) iiberein [Alexiev et al., 2003].
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Abbildung 52: pH-Abhéangigkeit der Anisotropie von Rhodopsin-C316-AF in Membranen im Grundzustand
(linke Spalte) und im angeregten Meta-II Intermediats (rechte Spalte) bei 0°C. Die Rotationskor-
relationszeiten ¢; sind auf der ersten Zeile, die relativen Amplituden f; in der Mitte (¢3 = co)
und die Halbkegeloffnungswinkel in der unteren Zeile dargestellt. Der pH-Bereich des aktiven
Zustands von Rhodopsin ist gelb hinterlegt. Bedingungen: 50 mM MES-Bis-Tris-Propan, 150 mM
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Analyse der Anisotropiezerfallskurven im lichtaktivierten Zustand

Abbildung 52B und D zeigen die aus den Fits ermittelten Rotationskorrelationszeiten und
dazugehorigen Amplituden der jeweiligen Anisotropiezerfallskomponente im lichtaktivierten
Zustand bei 0°C. Die Analyse der Rotationsdiffusion des gebundenen Farbstoffes und der Helix 8
iiber das Kegelmodell wird in Abb. 52F dargestellt.

Nach Lichtaktivierung zeigen die Anisotropiezerfallskurven fiir Proben < pH 6 nach initialen
Zerfall einen zwischenzeitlichen Anstieg in der Anisotropie (Abb.53), welche auch associated
anisotropy decay genannt wird [Lakowicz, 2006]. Dieser Effekt ist besonders ausgepragt bei sehr
niedrigen pH-Werten. Bei pH 6 ist er nur noch schwach zu sehen. Der Anstieg der Anisotropie
kann dadurch erkldrt werden, dafd zwei verschiedene Spezies von Proben mit unterschiedlichen
Anisotropieverhalten und unterschiedlichen Fluoreszenzlebensdauer existieren. Eine Spezies be-
sitzt einen schnellen Anisotropie- und Fluoreszenzzerfall, die andere einen langsamen Anisotropie-
und Fluoreszenzzerfall. In der Anisotropiekurve dominiert im Zeitbereich direkt nach Fluores-
zenzanregung der Anisotropiezerfall der ersten Spezies. Durch ihren schnellen Fluoreszenzzerfall
wird fiir spétere Zeiten der Anisotropiezerfall der anderen Spezies dominant. Eine Ursache fiir die
Aufspaltung in zwei Spezies konnte eine Reprotonierung der Schiffschen Base aufgrund der hohen
Protonenkonzentration bei niedrigen pH-Werten sein. Fiir die weitere Auswertung wurden diese
Kurven nicht genutzt.

0.4
r=
Q0
o
g 0.2
=
@]
2 ——pH5
< ——pH7
0.0 :
0 2 4

Zeit (ns)

Abbildung 53: Beispiel einer Anisotropiekurve mit associated anisotropy decay. Nach initialen Anisotropiezerfall
steigt die Anisotropie wieder an und zerfillt langsam wieder (schwarze Kurve bei pH 5). Zum
Vergleich ist eine Anisotropiezerfallskurve bei pH 7 dargestellt (rot), die das Verhalten nicht zeigt.
Mefbedingungen: Lichtaktiviertes Rho-C316AF in nativen Membranen, 50 mM MES-Bis-Tris-
Propan, 150 mM NaCl, 0°C.

Die Analyse der Anistropiezerfallskurven im Bereich von pH 6 bis pH 9 zeigt ein eindeutiges
pH-abhingiges Verhalten nach Lichtanregung. Dabei ist zu beachten, daf} unterhalb von pH 6.5 der
aktive Meta-II Zustand tiberwiegt und oberhalb von pH 6.5 der inaktive Vorlduferzustand Meta-I.
Die gelbe Unterlegung in den Abbildungen 52B und D zeigt den pH-Bereich der Ausbildung des
aktiven Rezeptorzustandes bei 0°C an. Die in Abb. 52B dargestellten Rotationskorrelationszeiten
von Farbstoff und Helix 8 zeigen ein pH-abhédngiges Verhalten fiir Helix 8 und ein pH-unabhéngiges
Verhalten fiir die Farbstoffkomponente. Die Rotationskorrelationszeit ¢, (Helix 8) fallt von 3.8 ns
(pH 6) auf 3.0ns (pH 8.5). Der pH-abhingige Konformationsiibergang wurde mittels Henderson-
Hasselbalch Funktion gefittet und liegt bei pKyq = 6.7 £ 0.7 (Abb.52B). Die in Abbildung 52D
gezeigten relativen Amplituden der Rotationszerfallskomponenten zeigen ein deutliches pH-
abhdngiges Verhalten fiir die sterische Einschrankung durch die Proteinoberfldche (33) und fiir
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die Helix 8-Komponente (f37). Die relative Amplitude {31 liegt innerhalb des Fehlers konstant bei
etwa 12%. Die Amplitude (3, steigt von 5% auf 17%. Die Amplitude (33 féllt von 87% auf 68% ab.
Der Ubergang wurde fiir 3, (Helix8) und (33 (sterische Einschrankung durch Proteinumgebung)
global mittels Henderson-Hasselbalch Funktion gefittet und liegt bei pKq = 6.6 £0.7.

Im Einklang mit der Analyse der relativen Amplituden zeigt die Auswertung mit Hilfe des
cone-in-a-cone Ansatzes der lichtaktivierten Proben keine signifikante pH-Abhdngigkeit fiir den
Halbkegeloffnungswinkel des Farbstoffes (~18°). Der Halbkegeloffnungswinkel der Helix steigt
von (extrapolierten) 3° auf 23° mit einem pKy = 6.2+ 0.2 an (Abb. 52F) und stimmt damit sehr
gut mit dem Ubergang aus der pH-Abhingigkeit der relativen Amplituden iiberein.

Schlufifolgerung

Bei 0°C ist der lichtinduzierte Ubergang von Meta-I nach Meta-II sehr stark vom pH abhingig.
Im Dunkelzustand (inaktiver Zustand des Rezeptors) von Rhodopsin sind die Ubergénge der
pH-abhingigen Dynamikidnderungen von Helix 8 im Bereich von pH 6 (pKq = 5.9 —6.0). In Alexiev
et al. [2003] wurde im Dunkelzustand eine starke Erhohung des Mobilitat, d.h. Vergrofierung
des Konformationsraums von Helix 8, detektiert, welche als alkaline unlock von Helix 8 bezeichnet
wurde. Der pK-Wert dieses alkaline unlock von pK = 6.2 (bei 15°C, Alexiev et al. [2003]) stimmt
gut mit dem berechneten pK-Wert aus den in dieser Arbeit vorgestellten Messungen von pKy =
6.0 + 0.3 (relative Mobilitat /2) tiberein, sie besitzen auch nahezu den gleichen Hill-Koeffizienten
(n = 1.6 —1.7), was auf eine Kooperativitdt beim Ubergang hinweist. In Alexiev et al. [2003] wurde
die Hypothese aufgestellt, dass der alkaline unlock von Helix 8 eine funktionelle Bedeutung fiir
Ausbildung des aktiven Meta-II Intermediats hat, da der pK-Wert des alkaline unlock im Bereich
des pK-Wertes des Meta-1/Meta-II-Gleichgewichts liegt.

Fir die hier betrachteten Rhodopsin Proben liegt das Meta-I/Meta-II-Gleichgewicht bei 0°C bei
PKq = 6.6 £ 0.1. Dieser Wert liegt leicht hoher als z.B. der extrapolierte Wert fiir 0°C (pK = 6.1)
aus publizierten Daten [Mahalingam et al., 2008]. Dies deutet auf eine biologische Variablitét in
den Proben hin, was jedoch nicht verwundert, da die ROS-Membranen aus Rinderaugen vom
Schlachthof isoliert worden sind und nicht von standardisierten Labortieren stammen.

Vergleicht man die hier in dieser Arbeit erhobenen Werte fiir den Konformationsiibergang
bei pH6 (relative Mobilitat und cone-in-a-cone Modell) mit dem pK-Wert des Meta-1/Meta-1I
Gleichgewichtes (pK = 6.6), dann liegt der Konformationsiibergang im inaktiven Dunkelzustand
leicht unter dem pK-Wert des Meta-1/Meta-II Gleichgewichtes.

Nach Lichtanregung erhalten wir pH-abhéingig Meta-I (oberhalb von pH6.6), bzw. Meta-II
(unterhalb von pH 6.6). Die beobachteten Konformationsénderungen von Helix 8 (Rotationskorrela-
tionszeit ¢,, relative Amplitude 3;) und die pH-abhiéngige Anderung der sterischen Einschran-
kung durch die Proteinoberflache korrelieren in ihrer pH-Abhéngigkeit (pKq ~ 6.2 — 6.7) mit der
Ausbildung des aktiven Meta-1I Zustandes. D.h. in Meta-II ist die Rotationskorrelationszeit von
Helix 8 mit ¢, = 3.8 ns im Vergleich zu ¢, = 3.0 ns im inaktiven Dunkelzustand langsamer. Mit
dieser vom aktiven Rezeptorzustand abhdngigen Dynamikdnderung von Helix 8 ist ein Anstieg
der sterischen Einschriankung durch die Proteinoberfliche von ca. 30% korreliert. Diese Dynamik-
signatur von Helix 8 im aktivierten Rezeptorzustand bei 0°C stimmt mit der schon beobachteten
Signatur von Helix 8 unter physiologischen Bedingungen bei Raumtemperatur (siehe Abb. 49)
qualitativ tiberein.
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5.3.5 Anisotropie der Rhodopsin Membranen bei 37°C

In einer weiteren Experimentreihe wurde die Dynamik von Helix 8 bei physiologischer Temperatur
von 37°C im pH-Bereich von pH5.5 — 9 gemessen. Bei dieser Temperatur wird aktives Meta-II
nach Lichtaktivierung bei allen untersuchten pH-Werten gebildet. Jedoch héngt die Konzentration
des gebildeten Meta-II vom pH-Wert ab. Der Anteil von Meta-II fallt von 100% im sauren pH-
Bereich auf ca. 60% (Abb.39A) im alkalischen Bereich. Dieser pH-abhéngige Ubergang hat einen
pKa = 7.9+ 0.1. Daraus ist zu schliefen [Mahalingam et al., 2008], dafs auch bei 37°C pH-abhéangig
auf unterschiedlichen Wegen Meta-II gebildet wird.

Die Anisotropie von Rhodopsin-C316-AF wurde im Dunkelzustand und nach Lichtaktivierung
in einem pH-Bereich von pHb5.5 - pH9 gemessen. Die Analyse wurde anhand der Modellglei-
chung 3.14 mit drei Anisotropiezerfallskomponenten durchgefiihrt. Die einzelnen Parameter der
Fits sind in Abb. 54 zu sehen.

Analyse der Anisotropiezerfallskurven im inaktiven Dunkelzustand

Abbildung 54A und C zeigen die pH-abhédngigen Rotationskorrelationszeiten von Helix 8 und
Fluorophor und die dazugehorigen relativen Amplituden. Man sieht deutlich, daf fiir die Rotati-
onskorrelationszeiten ¢; keine pH-Abhéngigkeit besteht. Die Korrelationszeit von Helix 8 liegt bei
¢ = 2.6 £ 0.5 ns. Die Rotationskorrelationszeit des Farbstoffes mit ¢ = 0.13 & 0.09 ns entspricht
der Rotationskorrelationszeit des freien Farbstoffes. Der Konformationsraum des Farbstoffes, d.h.
die Amplitude der entsprechenden Zerfallskomponente, zeigt eine leichte pH-Abhéngigkeit mit
hoheren Werten bei alkalischem pH. Die Amplitude (3, (Helix 8) zeigt jedoch eine deutliche pH-
Abhingigkeit mit einem pKq = 6.4 + 0.1. Die relativen Amplituden steigen von 20% bei pH 6 auf
40% bei pH 9 an, d.h. der Konformationsraum fiir die Bewegung von Helix 8 wird grofier. Im glei-
chen Mafse, wie die Mobilitdt von Helix 8 grofSer wird, nimmt die sterische Einschrankung durch
die Proteinoberfliche ab. Mit Hilfe des cone-in-a-cone Modells konnte die pH-abhingige Anderung
im Konformationsraum von Helix 8 und vom gebundenen Farbstoff quantifiziert werden. Dabei
gibt es interessanterweise einen Unterschied in der pH-Abhingigkeit von Helix 8 und vom gebun-
denen Farbstoff. Wahrend der Halbkegeloffnungswinkel von Helix 8 mit einem pKq = 6.6 £0.1
von 24° auf 41° ansteigt, verdndert sich der Halbkegeloffnungswinkel des gebundenen Farbstoffes
mit einem pKq = 8.1 £ 0.1 von 19 auf 34° (Abb. 54E).

Analyse der Anisotropiezerfallskurven im lichtaktivierten Zustand

Abbildung 54B und D zeigen die aus den Fit erhaltenen Rotationskorrelationszeiten und dazuge-
horigen Amplituden der jeweiligen Anisotropiezerfallskomponente nach Lichtaktivierung. Die
Analyse der Rotationsdiffusion des gebundenen Farbstoffes und der Helix 8 iiber das Kegelmodell
wird in Abbildung 54F dargestellt. Der gelbe Hintergrund in 54B und D deutet an, daff Meta-II im
gesamten gemessenen pH-Bereich gebildet wird.

Die Analyse der Anistropiezerfallskurven im Bereich von pH 5.5 bis pH 9 zeigt, daf fiir die Rota-
tionskorrelationszeiten des Farbstoffes (¢1) und der Helix 8 (¢,) keine pH-Abhéngigkeit besteht
(Abb.54B). Die Korrelationszeit von Helix 8 liegt bei ¢, = 3.2 + 0.3 ns. Die Rotationskorrelations-
zeit des Farbstoffes mit ¢y = 0.13 & 0.07 ns entspricht wiederum der Rotationskorrelationszeit des
freien Farbstoffes.
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Abbildung 54: pH-Abhéangigkeit der Anisotropie von Rhodopsin-C316-AF in Membranen im Grundzustand
(linke Spalte) und im angeregten Meta-II Intermediats (rechte Spalte) bei 37°C. Die Rotationskor-
relationszeiten ¢; sind in der ersten Zeile, die relativen Amplituden A; in der Mitte (¢p3 = o0)
und die Halbkegeloffnungswinkel in der unteren Zeile dargestellt. Der pH-Bereich des aktiven
Zustands von Rhodopsin ist gelb hinterlegt. Bedingungen: 50 mM MES-Bis-Tris-Propan, 150 mM

NaCl
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Die in Abbildung 54D dargestellten relativen Amplituden der Rotationszerfallskomponenten
zeigen ein deutliches pH-abhéngiges Verhalten fiir die sterische Einschrankung durch die Protei-
noberfldche (33) und fiir die Helix 8-Komponente ((37). Die relative Amplitude 31 liegt innerhalb
des Fehlers konstant bei etwa 17%. Die Amplitude 3, steigt von 5% auf 31% an. Die sterische
Einschriankung durch die Proteinoberflache (B3) fallt von 78% auf 52% ab. Der Ubergang wurde
far B, (Helix8) und B3 (sterische Einschrankung durch Proteinumgebung) global mittels der
Henderson-Hasselbalch Funktion gefittet und liegt bei einem pKy = 5.8 0.1 (Abb. 54D). Mit Hilfe
des cone-in-a-cone Modells konnte diese pH-Abhingigkeit von Helix 8 und gebundenen Farbstoff
quantifiziert werden. Der Halbkegeloffnungswinkel von Helix 8 steigt mit einem pKy =5.7+£0.3
von 8° auf 32° an. Der Halbkegeloffnungswinkel des gebundenen Farbstoffes verdndert sich mit
einem pKy = 6.6 + 0.8 leicht von 17° auf 24° (Abb. 54F).

Schlufifolgerung

Trotzdem bei 37°C iiber den gesamten gemessenen pH-Bereich von pHb5 bis pH 9 Meta-II
gebildet wird, zeigen die Anisotropiemessungen von Helix 8 distinkte pH-abhingige Konforma-
tionsénderungen. Diese konnen mit den unterschiedlichen Reaktionsgleichgewichten zwischen
Meta-1/Meta-1I bei alkalischem und saurem pH zu tun haben. Wahrend bei saurem pH direkt
die protonierte Meta-II Spezies (aktive Rezeptorkonformation: deprotonierte Schiffsche Base, pro-
toniertes Glu134 an der cytoplasmatischen Oberfldche) gebildet wird, existiert bei alkalischem
pH ein pH-unabhingiges Gleichgewicht zwischen Meta-I, inaktiven Meta-II (Meta-II,) und der
aktiven Rezeptorkonformation Meta-IIy (deprotonierte Schiffsche Base, deprotonierte Glul34)
[Mahalingam et al., 2008].

In Ubereinstimmung mit der Tatsache, daf bei 37°C Meta-II iiber den gesamten pH-Bereich
gebildet wird, findet ein pH-unabhédngiger Anstieg der Rotationskorrelationszeit von Helix 8
von ¢y = 2.6 £ 0.5 im Dunkelzustand zu ¢, = 3.2 4+ 0.3 im aktiven Meta-IIl Zustand statt. Dies
ist wiederum eine Bestédtigung der Signatur von Helix 8 im aktiven Rezptorzustand, die durch
Verlangsamung der Helix 8 Dynamik gegentiber den jeweiligen Dunkelzustand gekennzeichnet ist.

Eine Korrelation zum pK-Wert des Meta-1/Meta-II Gleichgewichts bei alkalischen pH-Werten
(pKq = 7.9 £0.1) konnte im inaktiven Dunkelzustand des Rezeptors fiir den Konformationsraum
des gebundenen Farbstoffes festgestellt werden. Die Vergrofierung des Bewegungskegels des
Farbstoffes mit einem pKq = 8.1 £0.1 deutet auf eine Verdnderung der Proteinumgebungskon-
formation mit diesem pK-Wert hin. Diese Konformationsanderung kann mit der Ausbildung des
pH-unabhingigen Meta-1/Meta-1I Gleichgewichtes bei alkalischen pH-Werten zusammenhéngen.

Im lichtaktivierten Meta-II Zustand dominiert eine Konformationsanderung im pH-Bereich
von etwa pH®6, d.h. in der Ndhe vom pK-Wert des einfachen Meta-I/Meta-II Gleichgewichtes,
welches bei 0°C untersucht wurde. Die Helix 8 Dynamik scheint im Bezug auf Konformationsraum
und sterischer Einschrankung durch die Proteinumgebung direkt mit der Deprotonierung der
Schiffschen Base und der Protonierung der Glu134 an der cytoplasmatischen Oberfliche korreliert
zu sein.
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5.3.6 Analyse der Helix 8 Dynamik mittels Ordnungsparameter < P, >,< P4 >
und der Verteilungsfunktion f(O)

Die phdnomenologische Analyse der Anisotropiezerfallszeiten ¢; gibt Auskunft iiber Fluorophor-,
Segment- und Proteindynamik und der sterischen Einschrankung. Diese kann als Halbkegel-
offnungswinkel quantifiziert werden, wenn man die Analyse mittels Kegelmodell durchfiihrt.
Es konnen jedoch unter bestimmten Annahmen die Ordnungsparameter zweiter (< P, >) und
vierter (< P4 >) Ordnung aus den Anisotropiezerfallsdaten extrahiert werden. Wahrend beim
Kegelmodell die Verteilungsfunktion f(@) vorgegeben ist, kann aus den Ordnungsparametern die
Verteilungsfunktion f(®) des fluoreszierenden Sensors ermittelt werden.

In dieser Analyse wurden Fluorescein und Helix 8 (Helix 8 - Fluorescein) zusammen als ein
zylindrisches Objekt approximiert und die Ordnungsparameter < P, >,< P4 > bestimmt (fluores-
zierender Sensor). Da ihre Bewegungen gekoppelt sind, kann diese Approximation angenommen
werden. Der Ordnungsparameter < P, > ist bei zeitaufgelosten Anisotropiemessungen direkt mit
der Endanistropie ro, bzw. der relativen Amplitude (33 verkniipft: < P, >2= 3. Der Ordnungs-
parameter < P4 > ist bei zeitaufgelosten Anisotropiemessungen ein Maf fiir die Mobilitit des
Sensors.

Der Vergleich der Graphen von Kegelmodell und Gaufimodell zeigt, dafs fiir alle < P, > gilt
(Abb. 26, 55): < P4 >Gqug = < P4 >xegel- Dies bedeutet, daff der fluoreszierende Sensor eine
hoéhere Mobilitét besitzt, wenn dieser der Verteilungsfunktion f(©) des Gaufimodells folgt (Abb. 26).
Fur die Interpretation der Helix 8 - Fluorescein Daten in Membranumgebung bedeutet es, daf8 die
Umgebung um die Helix beim Kegelmodell starrer als beim Gaufimodell ist, welche eher fiir eine
flexiblere (weichere) Umgebung steht. Bei der Analyse wird von einer Rotationssymmetrie um
die Achse, welche den Halbkegeloffnungswinkel aufspannt, und einer Isotropie des umgebenden
Mediums um das zu analysierende Molekiil ausgegangen. Helix 8 - Fluorescein ist in Kontakt
mit der Membran- und Proteinoberfliche und ist jeweils an beiden Enden durch Protein und
Membrananker stabilisiert. Dadurch ist der fluoreszierende Sensor groftenteils auf eine Bewegung
entlang der Membran- und Proteinoberflache eingeschriankt, welche eine zweidimensionale quasi-
isotrope Umgebung fiir den Sensor darstellt.

Die < P; >,< P4 >-Analyse der Rhodopsin-AF Messungen soll Aufschluf8 dartiber geben, ob
sich die Ordnungsparameter nach einem typischen Modell im Dunkelzustand von Rhodopsin
verhalten und ob nach Lichtaktivierung sich die Ordnungsparameter von inaktiven Meta-I und
aktiven Meta-II unterscheiden lassen konnen.

In Abbildung 55A und B sind Wertepaare der Ordnungsparameter zweiter und vierter Ordnung
(< P2 >,< P4 >) gegeneinander aufgetragen. Die Unter- und Obergrenzen sind mit den durch-
gezogenen Graphen gekennzeichnet. Die < P, >,< P4 >-Wertepaare, welche dem Kegelmodell
entsprechen, sind mit einer gestrichelten Linie dargestellt. Die < P, >,< P4 >-Wertepaare, welche
dem Gaufimodell entsprechen, sind mit einer gepunkteten Linie dargestellt.

In Abbildung 55A sind die < P, >,< P4 >-Wertepaare der analysierten Anisotropiemessungen
der pH-Reihen von Rhodopsin-C316-AF im Dunkelzustand bei 0°C (Quadrate) und 37°C (Dreiecke)
aufgetragen. Die Proben, die nach Lichtaktivierung in den aktiven Meta-II Zustand tibergehen,
sind in rot (37°C) und orange (0°C ) einfdrbt. Die Proben, die nach Lichtaktivierung im inaktiven
Meta-I Zustand bleiben, sind blau eingefarbt. Es ist gut zu erkennen, daff die Wertepaare <
P, >,< P4 > fiir die Anisotropieexperimente bei 37°C im inaktiven Dunkelzustand auf der Kurve
des Kegelmodells liegen. Die Wertepaare fiir pH> 7.5 bei 0°C sind ebenfalls dem Kegelmodell
zuzuordnen. Die analysierten < P, >,< P4 >-Wertepaare der Experimente des Dunkelzustands bei
0°C und pH-Werten < 7.5 zeigen dagegen ein anderes Verhalten. Bei pH 5 und pH 6 sind sie eher
dem Gaufimodell zuzuordnen, wihrend bei pH 7 das < P, >,< P4 >-Wertepaar zwischen Gauf3-
und Kegelmodell liegt. Die Beobachtung, dafd die Wertepaare bei 0°C im sauren pH-Bereich mit
dem Gaufimodell und mit steigenden pH mit dem Kegelmodell {ibereinstimmen, deutet auf eine
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Abbildung 55: Darstellung der Ordnungsparameter < P, > und < P4 > von Rhodopsin-AF in nativen
Membranen. Die durchgezogenen Linien stellen die untere und obere Grenze dar. A: Rhodopsin-
AF im inaktiven Dunkelzustand bei 0°C und 37°C wird pH-abhéngig dargstellt. B: Rhodopsin-AF
nach Lichtaktivierung fiir 0°C (pH-abhéngig, mit pGt« und farnesylierten Membrananker) und
37°C.

pH-abhéngige Verdnderung der Umgebung um den fluoreszierenden Sensors Helix 8 - Fluorescein
hin. Diese Abhingigkeit korreliert mit dem pK-Wert des alkaline unlock von pKq = 6.0 £0.3,
welcher sich auf der alkalischen Seite des Gleichgewichts durch eine erhohte relative Mobilitdt der
Helix 8 auszeichnet und den Ubergang zum aktiven Meta-II nach Lichtaktivierung verhindern soll
[Alexiev et al., 2003].

In Abbildung 55B sind die < P, >,< P4 >-Wertepaare der analysierten Anisotropiemessungen
der pH-Reihen von Rhodopsin-C316-AF nach Lichtaktivierung bei 0°C ohne und mit pGyo—LY-
Peptid und bei 37°C aufgetragen. Die Experimente mit dem pGyo — LY-Peptid werden in Kapitel
6 vorgestellt. Da aber das pGta — LY-Peptid das Meta-I/Meta-II Gleichgewicht bei niedrigen
Temperaturen nach Lichtanregung soweit verschiebt, dafs auch bei pH 9.5 ausreichend viel aktives
Meta-II gebildet wird (siehe Abb. 66, Kap. 6), werden die < P, >,< P4 >-Wertepaare hier mit
vorgestellt. In Mangenta sind die Wertepaare der Experimente eingefdrbt, unter deren Bedingungen
nach Lichtaktivierung die Proben in den aktive Meta-II Zustand tibergehen. Bei 0°C und pH>7
ohne pGtoa — LY-Peptid wird nach Lichtanregung nur inaktives Meta-I gebildet. Die analysierten
< P2 >,< P4 >-Wertepaare dieser Experimente sind griin eingefarbt.

Es ist sehr deutlich eine Aufspaltung der Wertepaare zu erkennen (Abb. 55B). Bei den Proben, in
denen Rhodopsin nach Lichtaktivierung in das aktive Meta-II Intermediat tibergeht, liegen die
< Py >,< P4 >-Wertepaare auf der Kurve des Kegelmodells. Dagegen liegen die Wertepaare fiir
die lichtaktivierten Rhodopsin-Proben im inaktiven Meta-I Intermediat (0°C, pH > 7), auf der
Kurve des Gaufimodells, was auf eine flexiblere Umgebung dieses Intermediatszustands hindeutet.
Die Proben mit pGta — LY-Peptid gehen nach Lichtaktivierung iiber den gesamten gemessenen
pH-Bereich in das aktive Meta-II Intermediat tiber und liegen auf der Kurve des Kegelmodells.
Das Peptid bindet zentral an der cytoplasmatischen Oberflache von Rhodopsin und besitzt keinen
Kontakt zur Membranumgebung (Abb. 57, Kap. 6). Es kann daher geschlossen werden, daf die
Anderung der Flexibilitit der Umgebung um den fluoreszierenden Sensor groftenteils auf eine
Anderung der Proteinflexibilitit zuriickzufiihren ist.
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Abbildung 56: Darstellung der Ordnungsparameterwerte < P, >, < P4 > von Rhodopsin-AF in 3-DM
Mizellen.

Nach Lichtaktivierung geht Rhodopsin in DM-Mizellen auch bei 0°C und alkalischem pH
im Gegensatz zu Rhodopsin in nativen Membranen vollstiandig in den aktiven Meta-II Zustand
tiber (Abb.39). Mit der Ordnungsparameteranalyse soll analysiert werden, welchem Modell
die < P >,< P4 >-Wertepaare folgen und ob eine Aussage beziiglich der Flexibiltit um den
fluoreszierenden Sensor getroffen kann. In Abbildung 56 sind die < P, >,< P4 >-Wertepaare der
analysierten Anisotropiemessungen der pH-Reihen von Rhodopsin-C316-AF in 3-DM Mizellen
nach Lichtaktivierung (blau) aufgetragen.

Die < P, >,< P4 >-Analyse des solubilisierten, lichtaktivierten Rhodopsin-AF zeigt wie auch
schon die Analyse der Fluoreszenz- und Anisotropieparameter (Kap. 5.2.3, 5.2.4) ein ginzlich ande-
res Verhalten der Ordnungsparameter als die der Proben in nativen Membranen. Die Wertepaare
liegen sehr nahe der oberen < P, >,< P4 >-Grenze auf der Kurve des A4-Potentials und besitzen
damit viel hohere < P4 >-Werte als in nativen Membranen.

Die Verteilungsfunktion f(®) des A4-Potentials besitzt zwei Maxima, bei 7 = 0° und ©; = 90°
[Pottel et al., 1986], was auf zwei Subpopulationen von Konformationen von Helix 8 - Fluorescein
schlieflen 14fit. Das deutet auf eine hohere Flexibilitat der Umgebung um Helix 8 - Fluorescein hin.
Diese konnte durch den geringeren lateralen Druck der Mizellenumgebung hervorgerufen sein,
welcher sich negativ auf die Proteinstabilitdt auswirken konnte. Dafiir spricht auch eine Beschleuni-
gung der Kinetik der Aktivierung von Rhodopsin in Mizellen gegeniiber der in nativen Membranen
(Abb. 39). Aufierdem ist das Meta-I/Meta-II Gleichgewicht der nach Lichtaktivierung gegeniiber
dem Rhodopsin in nativen Membranen sehr stark ins alkalische und zu tiefen Temperaturen ver-
schoben. Einen Einflufy auf Helix 8 kénnte die Geometrie der Mizellen austiben. Das C-terminale
Ende der Helix ist durch ihren Membrananker fixiert und kénnte durch die Form der Mizelle
eine Kriimmung der Helix hervorrufen. In Ameloot et al. [1984] wurden Experimente mit einen
fluoreszierenden Membransensor DPH!® in Vesikeln vorgestellt, deren < P, >,< P4 >-Wertepaare
ebenfalls auf der Kurve des A4-Potentials liegen.

Die Geometrie und der fehlende laterale Druck in Mizellenumgebung beeinfluien die Flexibilitdt
des Rezeptors und modulieren die Eigenschaften des Rezeptors. Dies kann auch durch die Analyse
der Ordnungsparameter gut nachvollzogen werden.

1,6-diphenyl-1,3,5-hexatriene
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5.4 Diskussion

Die Charakterisierung der Dynamik der Helix 8 als Funktion des Zustandes der Ligandenbin-
dungstasche (mit gebundenen 11-cis- (Dunkelzustand), all-trans- (Meta-II) und ohne Retinal
(Opsin-Zustand)), des Zustandes des C-Terminus (Phosphorylierung) und des pH-Wertes wurde
mit Hilfe von zeitaufgelosten TCSPC-Experimenten durchgefiihrt.

Die hier in dieser Arbeit vorgestellten Fluoreszenzzerfallsmessungen zeigen eine Ubereinstim-
mung der pH-Abhidngigkeit der Fluoreszenzzerfallszeit T3 wie auch der Dynamik von Helix 8
im lichtangeregten Meta-II Intermediat mit dem Meta-I/-II Gleichgewicht aus den Absorptions-
messungen. Der in Alexiev et al. [2003] im Dunkelzustand beschriebene alkaline unlock wurde in
den hier prasentierten Experimenten bestitigt. Es konnte dariiberhinaus jeoch gezeigt werden,
daf3 der pK-Wert des alkaline unlock mit pK ~ 6 nicht exakt mit dem pK-Wert des Meta-1/Meta-II
Gleichgewichts (pK = 6.6) {ibereinstimmt. Das bedeutet, es existiert ein pH-abhingiger Ubergang
im Dunkelzustand, dessen Eigenschaften durch eine andere Gruppe oder Gruppen (wegen des
kooperativen Effekts) bestimmt werden, als im Meta-II Zustand. Alternativ kann sich aber auch
der pK-Wert dieser Gruppe(n) beim Ubergang nach Meta-II zu einem pK ~ 6 verschieben.

Nach Lichtaktivierung des Rezeptors steigt die sterische Einschrankung und die Rotationskorre-
lationszeit von Helix 8 bei Rhodopsin in Membranen und Mizellen an. Damit kann diese aktive
Signatur von Helix 8 fiir alle untersuchten Bedingungen bestitigt werden. Das trifft auch auf
die langsamere Dynamik, d.h. die grofiere Rotationskorrelationszeit ¢, von Helix 8 in Meta-II
zu, die unabhéngig von pH, Temperatur und Proteinumgebung gefunden wurde. Uber eine
< P2 >,< P4 >-Ordnungsparameteranalyse des fluoreszierenden Sensors (Fluorescein-Helix 8-
Konstrukt) konnte diese klare Zuordnung von Dynamikparameter zu Rezeptorzustdnden qualitativ
untermauert werden. Die Analysen zeigen deutlich eine Zuordnung der Dynamik des fluoreszie-
renden Sensors zu unterschiedlichen Bewegungspotentialen. Im aktiven Meta-II Zustand in nativen
Membranen bewegt sich der fluoreszierende Sensor im Konformationsraum des Kegelpotentials.
Im inaktiven Vorlduferintermediat Meta-1 bewegt sich der fluoreszierende Sensor dagegen inner-
halb des Gaufipotentials, was auf eine weichere, flexiblere Membran-/Proteinumgebung schlieflen
lagst.

Im Einklang mit dem alkaline unlock von Helix 8 im Dunkelzustand dndert sich das Potential
durch das sich die Bewegung des fluoreszierenden Sensors im Dunkelzustand beschreiben la3t -
vom Gaufimodell bei saurem pH zum Kegelmodell bei niedrigen Temperaturen und alkalischem
pH. Diese pH-Abhingigkeit ist bei 37°C nicht mehr vorhanden.

Daraus ldf3t sich eindeutig schlieflen, daff zwei fundamental verschiedene Bewegungseigenschaf-
ten von Helix 8 bei tiefer und bei physiologischer Temperatur vorliegen, die somit mit den beiden
verschiedenen kinetischen Modellen fiir den Ubergang zum aktiven Meta-II-Intermediat korreliert
sind. Gleichzeitig konnte gezeigt werden, daff die Oberflaichendynamik in Mizellen nicht der in
Rhodopsinmembranen bei 37°C entspricht, sondern im Falle von Helix 8 einem vollig anderen
Bewegungsmodell - dem A4-Potential folgt, welches ein bistabiles Verhalten zeigt.

Es konnte damit gezeigt weden, dafs Helix 8 duflerst sensitiv auf ihre Umgebung reagiert und
damit in Membranen als Reporter fiir Rezeptorzustinde geeignet ist. Das Schalten zwischen
verschiedenen Bewegungsmodellen in der Aktivierungskaskade (Kegel-/Gaufimodell im Dun-
kelzustand, Gaufimodell in Meta-I und Kegelmodell in Meta-II) deutet auf eine funktionelle
Relevanz der Bewegungszustinde hin. Eine flexiblere Umgebung in Meta-I kann die Konfor-
mationsidnderungen, die den Ubergang zu Meta-II begleiten, erleichtern. Der Unterschied der
Helix 8-Bewegungsmodelle in Membranen und Mizellen im aktiven Meta-II und die daraus zu
schlieffenden unterschiedlichen Konformationen von Helix 8 konnen u.a. einen Einfluf$ auf die
Bindung und Aktivierung von Signalproteinen haben. Es ist beispielsweise bekannt, dafs das
regulatorische Protein Arrestin an Rhodopsin-Mizellen nicht bindet. Diese Bindung wird jedoch
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nach Zugabe von negativ geladenen Lipiden ermoglicht [Sommer et al., 2006], die wahrscheinlich
durch elektrostatische Interaktionen die Bindungsaffinitdt erhohen.

In Bezug auf das Apoprotein Opsin wurde gezeigt, dafl in Membranen mit einem pKq von 4.1
eine Konformation von Helix 8 ausgebildet wurde, die in ihrer Signatur einer “aktiven Oberfliache”
entspricht. Die Korrelation von Helix 8 Dynamik mit den verschiedenen Rezeptorzustinden laft
darauf schlieflen, dafs es eine enge Kopplung zwischen Ligandenbindungstasche und Helix 8
Dynamik gibt. Diese langreichweitige Interaktion wird durch ein H-Briickennetzwerk {iber das
konservierte NPxxYF-Motiv von Helix 8 zu Asp83 in der Nihe des Retinals vermittelt [Lehmann
et al., 2007].
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Resultate & Diskussion Teil III:
Rhodopsinaktivierung & Interaktion mit Transducin

Fiir die Erkennung des aktiven Meta-II Intermediats von Rhodopsin gibt es verschiedene biophysi-
kalische Assays. Uber die Absorption kann die spektrale Verschiebung des Retinals von 500 nm im
Grundzustand nach 380 nm im angeregten Meta-II Intermediats erfasst werden [Wald et al., 1950].
FTIR!? ist ebenfalls ein Mittel zum Erkennen des aktiven Meta-II Intermediats. Der Grundzustand
und das angeregte Meta-II Intermediat besitzen zwei unterschiedliche FTIR Signaturen, welche
gut zu unterscheiden sind [Vogel et al., 2003].

Uber die Bindung des G-Proteins Transducin, dessen Bindungsaffinitdt zum lichtaktivierten
Meta-II Intermediat sehr viel hoher ist als zum Dunkelzustand von Rhodopsin, kann ebenfalls das
aktive Intermediat, bzw. die Transducin-bindende Konformation, detektiert werden. Durch die
Bindung der beiden Molekiile nimmt die Gesamtmasse, bzw. das Gesamtvolumen zu. Das wird bei
Lichtstreuversuchen (Rayleighstreuung) ausgenutzt oder durch die Anderung des Brechungsindex
bei Bindung des Transducin an auf einem Wellenleiter immobilisierten Rhodopsins [Alves et al.,
2005]. Bei niedrigen Temperaturen und hohem pH ist das Gleichgewicht stark auf die Seite
des inaktiven Meta-I verschoben. Bei der Bindung von Transducin wird das aktive Intermediat
Meta-1I stabilisiert und das Gleichgewicht Meta-I/Meta-II zum aktiven Meta-II verschoben. Das
durch das Transducin stabilisierte Rhodopsin im angeregten Meta-II-Zustand wird Extra-Meta-II
genannt [Emeis und Hofmann, 1981]. Beim Extra-Meta-II Assay wird iiber die Detektion des
Extra-Meta-II-Anteils die Bindung von Transducin detektiert.

Abbildung 57: Struktur des C-terminalen Peptids von der Transducin -Untereinheit in der hochaffinen
Version (ILENLKDVGLF) im gebundenen Zustand. A: Lage des gebundenen Peptids an der Ober-
flache von Rhodopsin im aktiven Meta-II Intermediat. B: Darstellung mit Aminosdureseitenketten.
(PDB: 3PQR).

19 Fouriertransformierte Infrarot Spektroskopie
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Die Bindung des G-Proteins an das lichtaktivierte Rhodopsin wird {iber den C-Terminus der
Gt a-Untereinheit des Transducins vermittelt. Es existieren Peptidanaloga dieses C-Terminus’,
welche mit einer anderen Affinitdt als der native C-Terminus des Gy« an das lichtaktivierte
Rhodopsin binden. Im folgenden wird nun eine Variante des Peptidanalogons vorgestellt, mit
welcher mittels Fluoreszenz der Bindungszustand und auch die Kinetik der Bindung an das
lichtaktivierte Rhodopsin detektieren werden kann.

Design und Charakterisierung des Helixfaltungssensors

Fiir die Untersuchungen des lichtaktivierten Rhodopsins wird der Umstand ausgenutzt, daf3
das Transducin Ankerstellen fiir die Bindung an das aktive Rhodopsin besitzt. Eine spezifische
Ankerstelle fiir das Rhodopsin im aktiven Meta-II Intermediat ist der Peptidanker am C-terminalen
Ende der ax-Untereinheit des Transducins (siehe Abb. 8 auf Seite 23 in Kap. 2.1.4).

Dieser ist alleine in der Lage, dem Rhodopsin die Bindung des vollstandigen Transducins
vorzutduschen [Hamm et al., 1988] und damit das Gleichgewicht zwischen Meta-I und Meta-II
zum aktiven Intermediat Meta-II zu verschieben.

Es existieren Kristallstrukturen von Transducin, in welcher aber die Peptidankerstelle aufgrund
ihrer ungeordneten Struktur nicht aufgelost ist [Lambright et al., 1996]. Aus NMR [Koenig et al.,
2002] und kristallographischen Messungen [Scheerer et al., 2008] mit Peptidanker-Analoga ist
bekannt, daf§ diese aber nach Bindung an das lichtaktivierte Rhodopsin helikal vorliegen (Abb. 57).

Wir haben einen Fluoreszenzsensor entwickelt, der tiber photoinduzierten Energietransfer
zwischen einem organischen Fluorophor und einem Tryptophan den helikalen Zustand des
C-terminalen Ankers anzeigt. Der in der Messung verwendete Faltungssensor ist eine Variante
eines Peptidanker-Analogons, welches ein Tryptophan und einen kovalent gebundenen Farbstoff LY
(33WVLEDLK(C — LY)VGLF3°°, im folgenden als pGta — LY bezeichnet) besitzt. Die Anderung
vom ungeordneten Peptid im ungebundenen Zustand zur geordneten, helikalen Struktur im
gebundenen Zustand sollte mittels Fluoreszenzloschung zeitaufgelost nachvollzogen werden. Das
Design des Faltungssensors ist derart, das im ungeordneten Peptidanker die Fluoreszenz von LY
durch molekularen Kontakt von Tryptophan und dem Farbstoff geloscht wird. Bei Ausbildung einer
helikalen Stuktur vergrofiert sich der Abstand der beiden Quenchingpartner und die Fluoreszenz
wird wieder hergestellt (Abb. 58). Die Funktionalitdt des Faltungssensors wird im folgenden mit
einem Extra-Meta-II Bindungsassay gezeigt (Abb.59D).

A <10A B Trp

Trp LY r>10A

LY

Abbildung 58: Schematische Darstellung des Faltungssensors pGto — LY. A: Die ungeordnete Sekundar-
struktur erlaubt molekularen Kontakt zwischen Fluorophor LY und Quencher Trp: Loschung der
LY-Fluoreszenz. B: In der «-helikalen Form ist der Abstand zwischen LY und Trp so, dafs keine
Loschung der Fluoreszenz erfolgt.
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Abbildung 59: A: Das pGyo— LY (rot) hat im Vergleich zu LY (griin) und einem Nonapeptid ohne Tryptophan
(schwarz) bei gleicher Absorption (und Konzentration) eine dreimal niedrigere Fluoreszenzemis-
sion. B: Fluoreszenzerfallskurven von pGta — LY (rot) und dem Nonapeptid ohne Tryptophan
(schwarz) sind einfach exponentiell mit dhnlicher Zerfallszeit. Das Inset zeigt deutlich, daf} das
Quenching von LY statisch ist. C: pH-Abhangigkeit der Fluoreszenzintensitdt von LYIA und
pGra— LY. D: pGta — LY Bindungsassay. Die Bildung von Extra-Meta-II in Abhédngigkeit des
pGta — LY Konzentration ist zeitabhédngig dargestellt. Inset: Die Bildung von Extra-Meta-II ist
mit dem pGyo — LY (rot) etwas schwacher als beim hochaffinen Analogon. Mefibedingungen:
A,B: MES pH 6, 20°C, C: 1 uM LY, ca. 1 pM pGt« — LY, 50 mM Puffer (Citrat-Puffer (pH 3.5-4.5),
MES (pH 5-7), Tris (pH 7.5-8)), 150 mM NaCl, D: 50mM Tris pH 8, 3°C

Spektroskopische Charakterisierung

pGTa — LY zeigt in MES-Puffer pH 6 bei 20°C im Vergleich zu LY und einem Peptidanker-
Analogon ohne Trypthophan bei gleicher LY Konzentration eine um den Faktor drei geringere
Fluoreszenzintensitdt (Abb.59A). Zeitaufgeloste Fluoreszenzmessungen zeigen, dafl diese einem
einfach exponentiellen Zerfall folgen (Tt = 6.8 ns) (Abb.59B), auch hier ist dessen Gesamtinten-
sitdt etwa ein Drittel der Intensitiat des Peptides ohne Tryptophan. Die Fluoreszenzlebensdauer
unterscheiden sich auch nur leicht voneinander. Dies weist auf einen vorwiegend statischen Quen-
chingmechanismus hin mit einem geringen Anteil an dynamischen Quenching. Bei dem statischen
Quenching bilden LY und Trp einen Grundzustandskomplex, das dynamische Quenching passiert
mittels photoinduzierten Elektronentransfer (PET) [Fiirstenberg und Vauthey, 2005].

Das Peptid zeigt im Gegensatz zum freien LY eine pH-abhangige Fluoreszenzintensitit (Abb.59C).
Die Loschungseffizienz nimmt mit fallendem pH zu. Diese kann durch die pH-Abhéngigkeit
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des PET-induzierten Quenchings erkldrt werden [Shosheva et al., 1988]: Die durch die erhohte
Konzentration an Protonen induzierten Wasserstoffbriicken erhohen die Reichweite der Elektronen
fiir den PET und damit auch die Quenchingeffektivitat.
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Abbildung 60: Obere Reihe: CD Spekiren des Gt Peptides bei verschiedenen Detergenzkonzentrationen
von DM (A) und SDS (B). Untere Reihe: Ergebnisse der ausgewerteten CD Messungen in Abhén-
gigkeit von verschiedenen Detergenzkonzentrationen von DM (C) und SDS (D). Bedingungen: 50
mM NaPP pH 6, 20°C

Zur Bestimmung der Aktivitdt des Faltungssensors wurde der Extra-Meta-II Assay durchge-
fihrt. Das Gleichgewicht zwischen Meta-I und Meta-II wird durch mehrere Parameter bestimmt.
Bei niedrigen Temperaturen und hohem pH ist das Gleichgewicht auf der Seite des inaktiven
Intermediats Meta-1. Die Zugabe von bestimmten Proteinen und Peptiden stabilisiert das aktive
Intermediat Meta-II und verschiebt entsprechend das Gleichgewicht nach Meta-II, welches dann
Extra-Meta-II genannt wird [Kirchberg et al., 2011]. Die Messungen von Meta-II wurden mit transi-
enter Absorptionsspektroskopie bei 380 nm durchgefiihrt. Die Aktivierung von Rhodopsin wurde
bei gleichbleibender Konzentration mit unterschiedlich hohen Konzentrationen des pGto— LY
gemessen. Dabei betrug die Konzentration des Rhodopsins immer 5 uM. Die Endamplitude der
Absorption bei 50-fachen Uberschufl an pGto — LY wurde 100% Extra-Meta-II gleichgesetzt. Ent-
sprechend wurden die Verhaltnisse der anderen Peptidkonzentrationen relativ dazu aufgetragen.
Die Halbmaximale Konzentration des pGta — LY ist etwas hoher als beim hochaffinen Peptid,
aber sehr viel geringer als beim nativen Peptidanker (Abb.59D).
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Charakterisierung der Sekunddrstruktur

Um den Einfluf§ der Umgebung auf die Sekundarstruktur des Peptides zu ermitteln, wurden
CD-Messungen mit variierenden Konzentrationen (in Prozent weight/volume) an Detergenz in 50
mM NaPP pH 6 und 20°C durchgefiihrt. Die enstandenen CD Spektren wurden mit dem CDPro
Softwarepaket von Narasimha Sreerama ausgewertet (Department of Biochemistry & Molecular
Biology, Colorado State University), welches drei Programme zur Auswertung der CD Spektren
(SELCON3, CDSSTR und CONTIN) enthilt. Diese bestimmen die relativen Anteile an a«—Helix,
(3 — Faltblatt, Schleifen- und ungeordneten Sekundérstrukturen aus. Das Anpassen der Kurven
wird mit Hilfe von Kalibierungsspektren durchgefiihrt, welche im Wellenldngenbereich zwischen
185 — 240 nm liegen. Die drei Programme zeigen recht unterschiedliche Ergebnisse, daher wurde
nur das Ergebnis mit dem besten Fit fiir die Analyse beriicksitigt (CDSSTR). Abbildung 60 zeigt in
der oberen Reihe die einzelnen CD-Spektren und in der unteren die Anteile der verschiedenen
Sekundarstrukturelemente in Abhéngigkeit von der Detergenzkonzentration.

Abbildungen 60A und B zeigen CD-Spektren, welche zwischen 181 — 260 nm mit unterschied-
lichen Detergenzkonzentrationen aufgenommen wurden. Die vom CD-Spektrometer detektierte
Elliptizitat ©, wird in Milligrad aufgezeichnet. Fiir die Analyse wird sie nach Gleichung3.4 in
die molare Ellipizitdt bezogen auf die Anzahl der Peptidbindungen [O]io1ar,x = 100-05/(m - d)
umgerechnet (m: molare Konzentration des Peptids, d: Pfadlange durch die MefSkiivette in cm). Die
Abbildungen 60C und D zeigen die relativen Anteile der aus den Analysen ermittelten Sekundér-
strukturelemente. Dabei wurden die Anteile von rechts- und linksgéngiger Helix, bzw. parallelen
und antiparallelen Faltblattstrukturen zusammenaddiert.

Die CD-Spektren unterscheiden sich signifikant im Bereich von 181 — 200 nm (Abb. 60A und
B). Dabei steigt jeweils mit steigender Detergenzkonzentration ein positiver Peak bei 190 nm an,
welcher mit o-helikaler Struktur assoziiert ist. Dagegen sind die negativen Peaks bei 210 nm und
225 nm, die ebenfalls die a-helikalen Struktur charakterisieren, nur schwach ausgepragt.

Die Auswertung der 3-DM-Konzentrationsreihe zeigt, dafi bei 0% (-DM ein hoher Anteil
von ungeordneter Stuktur von ca. 40% vorliegt, welcher bei steigender 3-DM-Konzentration
auf 33% fallt. Der Anteil von Faltblatt- und Schleifenstruktur bleibt relativ konstant tiber den
gemessenen Bereich. Dagegen ist gut zu erkennen, daf3 der Helixanteil siginifikant mit steigender
DM-Konzentration von etwa 5% bei 0% Detergenz auf 20% bei 0.5% Detergenz ansteigt.

Die Auswertung der SDS-Konzentrationsreihe zeigt ein dhnliches Verhalten wie bei der f3-
DM-Reihe. Dabei fdllt aber der Anstieg des Helixanteil mit steigendem Detergenzkonzentration
geringer aus (7% Helix bei 0% SDS, 10% Helix bei 1% SDS).
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Abbildung 61: Fluoreszenzemissionsspektren von pGta — LY in 10 mM MES pH 6 bei 0% DM (schwarz)
und 1% DM (rot) bei 20°C. Der Farbstoff wurde bei 430 nm angeregt.
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Die Verdanderung der Sekundarstrukturanteile zugunsten des Anteils an a-helikaler Struktur
konnte auch indirekt mittels der steady state Fluoreszenz nachvollzogen werden. In Abb. 61 sind die
Fluoreszenzspektren des pGtoa — LY-Peptides ohne Detergenz und mit 1% DM aufgetragen. Es ist
eindeutig eine erhchte Fluoreszenz bei der Probe in Korrelation mit dem Anstieg des «-helikalen
Anteils bei 1% 3-DM zu sehen. Dies wird auf die Ausbildung einer helikalen Sekundéarstruktur an
der Grenzfldche der Mizellen zuriickgefiihrt.

Die Sequenz des Peptides wurde mittels der Hopp&Woods Skala [Hopp und Woods, 1981] nach
der Hydrophobizitét der einzelnen Aminosduren aufgeschliisselt (Abb. 62B). In beiden Peptiden
alternieren Bereiche mit hydrophoben und hydrophilen Aminosduren. In der Kristallstruktur des
Rhodopsins im Meta-II Intermediat mit gebundenen hochaffinen Gt a-Analogon (PDB: 3PQR) ist zu
erkennen, daf$ dieses in der x-helikalen Form eine amphiphatische Anordnung seiner Aminosauren
besitzt. Die hydrophoben Reste sind dem Rezeptor zugewandt, wihrend die hydrophilen in die
wassige Losung zeigen. Das Detergenz 3-DM besitzt seine kritische Mizellenkonzentration bei
ca. 0.006%, die kritische Mizellenkonzentration von SDS dagegen liegt bei ca. 0.2%. Die Peptide
besitzen bei den Experimenten mit 3-DM-Mizellen verglichen mit denen mit SDS-Mizellen einen
hoheren o-helikalen Anteil bei gleicher relativer Detergenzkonzentration. Detergenzien sind
amphipatische Molekiile, wobei die hydrophoben Teile der Detergenzmolekiile sich im Inneren der
Mizelle zusammenlagern. Das Peptid lagert sich an die Mizelle an, dann werden die hydrophoben
Aminoséduren des Peptids von dem apolaren Teil des Detergenz umschlossen und es wird die
Bildung einer «-helikalen Struktur induziert.
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Abbildung 62: Ubersicht der Hydrophobizititen der Aminosiuren des hochaffinen Gta-Analogons (A), aus
der aktiven Kristallstruktur (PDB: 3PQR) und des Peptides pGt« — LY (B), das in dieser Arbeit
genutzt wurde. In orange sind alle hydrophoben und in grau alle hydrophilen Aminoséduren des
Peptides dargestellt. LY ist ebenfalls hydrophil. Die Amplitude stellt ein Mafl der Hydrophobizitat
dar. C: Lage des hochaffinen Gt x-Analogons an der Oberfldche des aktiven Rhodopsins (Meta-II).
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6.1 Opsin + pGrax — LY Fluoreszenzmessungen

Die Bindungsexperimente mit dem pGt« — LY wurden am Fluoromax-3 (Horiba Scientific) durch-
gefithrt. Dazu wurde Opsin mit dem pGta — LY Peptid im Verhiltnis 5 uM Opsin: 1 uM pGro—LY
eingesetzt und die pH-Abhéngigkeit der Fluoreszenz des LY gemessen.

In den Messungen wurde bei 430 nm das LY angeregt und ein Fluoreszenzspektrum zwischen 475
nm und 650 nm aufgenommen. Da nur die Gesamtfluoreszenzintensitat fiir die Fragestellung von
Interesse ist, werden alle Fluoreszenzcounts {iber den gemessenen Wellenlingenbereich integriert
und tiber den pH aufgetragen. Der Farbstoff selbst besitzt keine pH-Abhangigkeit (Abb. 59C).
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Abbildung 63: Links: Integrale Fluoreszenzintensitidten von LY gebunden am pGya mit und ohne Opsin
in Abhédngigkeit vom pH. Rechts: Korrigierte Fluoreszenzintensitdtsspektra. Der Fluoreszenz-
untergrund des Peptides wurde vom Opsin + Peptidspektrum abgezogen. Die Anderung der
integralen Fluoreszenz wurde mit einem Ubergang von pK, = 5.1 & 0.3 fiir die Mizellen (0.05%
DM) und pKq =4.7 £ 0.1 in nativen Membranen gefittet. Bedingungen: 50 mM Puffer, 150 mM
Na(Cl, 20°C, 5 uM Rhodopsin, 1 pM pGtoc— LY.

Als Kontrollmessung wurde das pGta — LY Peptid zurerst in 0.05% 3-DM in 50 mM Puffer und
150 mM NaCl gemessen. In Anwesenheit von Detergenz (Abb. 63A, rot) steigt die Fluoreszenz des
am Peptid gebundenen LY zwischen pH 3.5 und 7 konstant an, bis pH 9 ist dieser Anstieg noch
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starker. Ohne Detergenz (Abb. 63C, rot) steigt die Fluoreszenz nahezu linear mit zunehmenden
pH an.

Bei Zugabe des pGto— LY Peptides zum Opsin kommt es zum Abfall in der Fluoreszenz von
pH 3.5 bis 6.5 (Mizellen) und pH 3.5 bis 5.5 (Membranen). Im alkalischen steigt die Fluoreszenz
wieder an. Fiir die Analyse wurde der Untergrund (rote Datenpunkte aus den Referenzmessungen)
subtrahiert. Da die Fluoreszenzspektren der Protein- und Peptidmessungen bei unterschiedlichen
pH-Werten durchgefiihrt wurden, wurden die Zwischenwerte der Peptidmessungen interpoliert
(B-Spline) und dann abgezogen. Die resultierenden Werte sind fiir Opsin in Mizellen in Abb. 63B
und fiir Opsin in Membranen in Abb. 63D dargestellt. Die Fluoreszenzintensitat ist in beiden Féllen
bei pH 3.5 am hochsten und fillt dann zu hoheren pH-Werten ab. Der Ubergang, gefittet mit der
Henderson Hasselbalch Funktion, liegt fiir Opsin in Mizellen dabei bei pKq = 5.1 £ 0.3, fiir Opsin
in Membranen bei pKy, =4.7 £ 0.1.

Die Messungen zeigen (Abb. 63 auf der vorherigen Seite C, D), daff pH-abhédngig ein Anstieg
der Fluoreszenz von pGtax — LY in Anwesenheit von Opsin stattfindet. Wie zuvor in den CD-
Messungen gezeigt, geht ein Anstieg der Fluoreszenz mit der Ausbildung einer o-helikalen
Struktur einher. Die klare pH-Abhingigkeit in Anwesenheit von Opsinmembranen 14fit sich mit
der Bindung des pGta — LY und der Ausbildung der a-helikalen Struktur bei saurem pH (pH
3.5) erklédren. Dies ist im Einklang mit der Ausbilung einer aktiven Konformation von Opsin bei
saurem pH [Vogel und Siebert, 2001], an die das pGto — LY bindet.

Wir konnten hier zum erstenmal mit dieser Methode zeigen, daf$ auch in Opsin-Mizellen eine
aktive Konformation ausgebildet wird, an die das pGta-Peptid binden kann. Opsin ist in Mizellen
sehr instabil [Cohen et al., 1993], und es gibt daher bis jetzt keine Studien, die Informationen {iber
eine eventuelle aktive Konformation des Apoproteins in Mizellen zeigt.

Da Fluoreszenzmessungen sehr schnell durchgefiihrt werden kénnen, ist in unserem Fall der
Nachweis einer aktiven Konformation tiber die Bindung des pGta — LY Peptides gelungen.
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6.2 Zeitaufgeloste Fluoreszenzzerfallsinderungen wéahrend der Bin-
dung des pGrx — LY an das lichtaktivierte Rhodopsin

6.2.1 Zeitaufgeloste Messung der Bindung von pGya — LY

Zur Kinetik der Bindung des Proteinankers von Transducin (G{«-C-Terminus) an das lichaktivierte
Rhodopsin gibt es Informationen, welche tiber kinetische Lichtstreuexperimente gewonnen wurden
[Kahlert und Hofmann, 1991]. Jedoch fehlen Informationen tiber die Kinetik der Faltung in eine
ochelikale Struktur und wie dieser Prozess mit der Ausbildung der aktiven Rhodopsinkonformation
korreliert ist. Uber die Anderung der zeitaufgelosten Fluoreszenzparameter des hier vorgestellten
Helixfaltungssensors pGto — LY soll die zeitliche Anderung der Sekundérstruktur nachvollzogen
werden. Daftir wird die im Zuge dieser Arbeit aufgebaute 2D-TCSPC-Apparatur eingesetzt. Diese
nimmt Fluoreszenzzerfallskurven tiber die Proteinreaktion des Rhodopsins auf.

Messungen des Helixfaltungssensors pGta — LY wurden mit Rhodopsin in nativen Membranen,
sowie in 3-DM solubilisierten Mizellen durchgefiihrt. Als Referenz wurden zunéchst Fluores-
zenzzerfallskurven von pGta — LY zusammen mit nicht lichtaktivierten und anschliefSend mit
lichtaktivierten Rhodopsin gemessen.

Rhodopsin in nativen Membranen

Alle Messungen in nativen Membranen wurden bei 10°C und bei pH 6 (10 mM MES, 150 mM
NaCl) durchgefiihrt.

In den Referenzmessungen wurden die zeitaufgelosten Fluoreszenzzerfallskurven des pGto —
LY Peptids mit Rhodopsin im Dunkelzustand und nach Lichtaktivierung an der TCSPC-Apparatur
aufgenommen (Abb. 64A). Es ist zu gut zu erkennen, daf$ die integrale Fluoreszenz des Helixfal-
tungssensors pGta — LY nach Lichtaktivierung des Rhodopsins um den Faktor drei ansteigt.
In den Fluoreszenzexperimenten mit dem Referenzpeptid (Abb. 59A schwarz) ist zu erkennen,
dafs das Peptid ohne Quencher eine etwa dreimal so hohe integrale Fluoreszenz besitzt. Dies
bedeutet, daf die Fluoreszenz nahezu komplett wiederhergestellt ist und das Peptid durch die
Bindung an das Rhodopsin im aktiven Meta-II in eine o-helikale Sekundérstruktur iibergegangen
ist. Zusétzlich existiert bei der Bindung zum Fluoreszenzzerfall des Farbstoffes (1, = 7 ns) auch
eine zweite, schnelle Fluoreszenzzerfallskomponente mit t1 = 20 ps.

Die 2D-Fluoreszenzzerfallsmessungen wurden am neuen 2D-TCSPC-Aufbau durchgefiihrt.
Dazu wurde die Probe bestehend aus Rhodopsin im Dunkelzustand und dem pGt« — LY Peptid
durch eine Durchflufikiivette gepumpt und periodisch mit einem ca. 4 mJ starken Laserpuls bei
493 nm und mit 10 ns Dauer (Exciplex gepumpter Farbstofflaser) lichtaktiviert. Vom Netzteil des
Exciplexlasers kommt ein Triggerpuls, welcher eine einzelne 2D-Mefireihe in der TCSPC-Elektronik
startet. 700 Fluoreszenzzerfallskurven wurden sequenziell in Abhingigkeit der Proteinanregung
mit einer Zeitauflosung von 10 ms aufgenommen (Abb. 64B-D). Es wurden 720 einzelne 2D-
Mefsreihen aufgenommen und die Zeiten auf der Proteinfunktion entsprechend aufaddiert, um
eine bessere Zahl-Statistik zu erhalten.

Die Analyse der Fluoreszenzzerfallskurven tiiber die Photoreaktion (Abb. 64B-G) wurde mit
globaler Fluoreszenzzerfallsanalyse durchgefiihrt. Aus den globalen Fluoreszenzfits, welche mit
T1 = 20 ps und T2 = 7 ns gefittet wurden, wurde der Verlauf der beiden Amplituden {iiber die
Photoreaktion aufgetragen und exponentiell gefittet. Die Zeitkonstanten betragen tpr(x1) < 4 ms
und Tpr(oz) = (196 & 12) ms auf der Zeitachse der Proteinfunktion (PR). Die unter gleichen
Bedingungen gemessene transiente Absorptionsidnderung des Rhodopsins bei 380 nm wird mit
zwei Exponentialfunktionen gefittet (1380nm—1 =4 £ 2 ms und T380nm—2 = 66 £ 3 ms).
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Die Analyse der 2D-Messungen zeigt, dafs die Amplituden der beiden Fluoreszenzzerfalls-
kurven mit unterschiedlichen Zeitkonstanten nach Lichtaktivierung von Rhodopsin ansteigen.
Dies weist auf darauf hin, dafd die Bindung des pGo — LY in zwei Schritten erfolgt. Die relative
Amplitude der 20 ps-Lebensdauerkomponente «, welche bei der Messung von Rhodopsin im
Ausgangszustand nicht existiert, steigt mit einer Zeitkonstanten Tpr(1) < 4 ms an. Bisher wird
angenommen, dafl Transducin erst nach der Ausbildung des aktiven Meta-II Intermediats mit
Rhodopsin interagiert [Kiihn et al., 1981]. Die schnelle Lebensdauerkomponente konnte nicht
einem bestimmten molekularen Prozess zugeordnet werden. Es ist anzunehmen, daf$ eine intra-
molekulare Dynamik des pGtoa — LY, ausgelost durch die Interaktion mit dem lichtaktivierten
Rezeptor, diesen Fluoreszenzzerfall induziert. Der zeitliche Anstieg dieser Komponente ist schnel-
ler ist als die Bildung des aktiven Meta-II Intermediats mit T380nm—2 = 66 = 3 ms, was darauf
hindeutet, daf8 ein Vorkomplex bestehend aus pGto — LY und Rhodopsin bereits in einem friiheren,
inaktiven Intermediat zustandekommt. Die relative Amplitude o, der langsamen Fluoreszenzzer-
fallskomponente bestimmt mafigeblich die Gesamtfluoreszenzintensitdt. Mit der Bindung an das
lichtaktivierte Rhodopsin dndert sich die Struktur des C-terminalen Endes von Transducins von
ungeordnet zu helikal. Durch das Design des pGto — LY-Sensors bricht der Komplex zwischen LY
und Tryptophan auf, welcher die Fluoreszenz 16scht und die Fluoreszenzintensitat steigt an. Die
Kinetik der relativen Amplitude tpg(ct,) spiegelt daher die Anderung der Sekundéarstruktur bei
finaler Bindung des pGt« — LY an das lichtaktivierte Rhodopsin wieder. Diese ist langsamer als
die Bildung des aktiven Meta-II Intermediats.

Die relative Amplitude o1 der schnellen Fluoreszenzlebensdauerkomponente T; ist mit einer
Zeitkonstanten Tpgr(a) < 4 ms schneller als die Bildung des aktiven Meta-II. Daher muf$ diese mit
einem Ubergang zu einem anderen Vorlauferintermediat verkniipft sein. Die transienten Absorp-
tionmessungen bei 380 nm zeigen eine zusétzliche schnelle Zeitkonstante T330nm—1 =4 £2 ms,
welche dem Ubergang von Lumi — Metalzgo zugeordnet ist. Die Interaktion mit einem anderen
Meta-I Intermediat, dem Meta-Ib mit einem Absorptionsmaximum von 470 nm, scheint aber wahr-
scheinlicher [Tachibanaki et al., 1997, 1998, Morizumi et al., 2003, 2005]. In diesem Intermediat
bindet das Transducin mit seinem Transducinpeptidanker bereits an das Rhodopsin, aber es
findet noch kein Nukleotidaustausch von GDP zu GTP im Transducin statt. Die anschlielende
Deprotonierung der Schiffschen Base im Meta-II Zustand wiirde die Anderung der cytoplasmati-
schen Oberflidche induzieren, welche wiederum die verzogerten Sekundarstrukturdnderungen am
C-terminalen Ende von Transducin und den Fluoreszenzanstieg des pGtoa — LY auslost.

Es konnte gezeigt werden, dafl wihrend der Lebensdauer von Meta-II Konformationsanderungen
an der cytoplasmatischen Oberfldche stattfinden [Kim et al., 2009], deren Kinetik kann bestimmend
fur die Bindung, d.h. Ausbildung der o-helikalen Struktur des Gt o C-Terminus sein.
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Abbildung 64: Analyse der Rhodopsin - pGta — LY 2D Messungen in Membranen. A: Steady state Fluores-
zenzzerfallskurven des pGta — LY alleine und mit Rhodopsin in beiden Zustianden. B: Fluo-
reszenzzerfallskurven in Abhangigkeit der Proteinfunktion. C: Amplitudenabhangigkeit der
schnellen Zerfallszeit oty im Vergleich zum Meta-II Anstieg aus Absorptionsmessungen. D:
Amplitudenabhéngigkeit der Fluoreszenzzerfallszeit , im Vergleich zum Meta-II Anstieg aus
Absorptionsmessungen. E: Fluoreszenzanderung wahrend der Proteinreaktion bei 80 ps und 12
ns nach Fluoresceinanregung. F: Konturplot der Differenz zwischen Fluoreszenzzerfall des Dun-
kelzustands mit den zeitabhdngigen Fluoreszenzzerféllen nach Lichtaktivierung des Rezeptors.
G: Differenz der Fluoreszenzlebensdauerzerfallskurve von dunklen und lichtaktivierten Rezeptor
1.25 s nach Lichtanregung. Bedingungen: 10 mM MES pH 6, 150 mM NacCl, 10°C, Atpg = 10 ms,
Aex = 430 nm, Emission wurde durch GG495 detektiert.
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Rhodopsin in 3-DM Mizellen

Die Messungen wurden bei 15°C und bei pH 7 (50 mM MES, 130 mM NaCl) mit 1 uM solubilisierten
Rhodopsin und 5 pM pGta — LY durchgefiihrt.

In den Referenzmessungen wurden die zeitaufgelosten Fluoreszenzzerfallskurven des pGta —
LY Peptids mit Rhodopsin im Dunkelzustand und nach Lichtaktivierung an der TCSPC-Apparatur
aufgenommen (Abb. 65A). Es ist zu gut zu erkennen, daf$ die integrale Fluoreszenz des Helixfal-
tungssensors pGta — LY nach Lichtaktivierung des Rhodopsins um den Faktor zwei ansteigt. In
den Fluoreszenzexperimenten mit dem Referenzpeptid (Abb. 59A schwarz) ist zu erkennen, daf$
das Peptid ohne Quencher eine etwa dreimal so hohe integrale Fluoreszenz besitzt. Die integrale
Fluoreszenzintensitét ist geringer als bei den Experimenten in Membranen. Dies bedeutet, daf3
die Bindung an das Rhodopsin im aktiven Meta-II oder die Umwandlung in eine o-helikale
Sekundarstruktur nicht so effizient funktioniert wie bei Rhodopsin in Membranen. Zusétzlich
existiert bei der Bindung zum Fluoreszenzzerfall des Farbstoffes (T, = 7.6 ns) auch eine zweite,
schnelle Fluoreszenzzerfallskomponente mit T = 20 ps, welche im Vergleich zu den Experimenten
in Membranen eine geringere Amplitude besitzt (Abb. 64A).

Die 2D-Fluoreszenzzerfallsmessungen wurden am neuen 2D-TCSPC-Aufbau durchgefiihrt (Abb.
65B). Dazu wurde die Probe bestehend aus Rhodopsin im Dunkelzustand und dem pGyo —
LY Peptid durch eine Durchfluikiivette gepumpt und periodisch mit einem ca. 4 mJ starken
Laserpuls bei 493 nm und mit 10 ns Dauer (Exciplex gepumpter Farbstofflaser) lichtaktiviert. Vom
Netzteil des Exciplexlasers kommt ein Triggerpuls, welcher eine einzelne 2D-Mefireihe in der
TCSPC-Elektronik startet. 800 Fluoreszenzzerfallskurven wurden sequenziell in Abhidngigkeit
der Proteinanregung mit einer Zeitauflosung von 1 ms aufgenommen (Abb. 65B-D). Es wurden
800 einzelne 2D-Mefireihen aufgenommen und den Zeiten auf der Proteinfunktion entsprechend
aufaddiert, um eine bessere Zihl-Statistik zu erhalten.

Die Analyse der Fluoreszenzzerfallskurven tiber die Photoreaktion wurden mit globaler Fluores-
zenzzerfallsanalyse durchgefiihrt. Aus den globalen Fluoreszenzfits, welche mit T = 20 ps und
T, = 7.6 ns gefittet wurden, wurde der Verlauf der beiden Amplituden iiber die Photoreaktion
aufgetragen und fiir die Fluoreszenzzerfallskomponente exponentiell gefittet. Die Zeitkonstante
Tpr betrdgt Tpr(ay) = (27 &£ 1) ms auf der Zeitachse der Proteinfunktion. Die Komponente oq ist
im Bereich der Messung konstant (Abb. 65C, D).

Die unter gleichen Bedingungen gemessene transiente Absorptionsdnderung bei 380 nm (Abb.
65C, D) wird mit zwei Exponentialfunktionen gefittet (1330nm—1 = 0.14£0.04 ms und T380nm—2 =
1.3 £ 1 ms). Die langsame Anstiegszeit T330nm—2 ist dem Ubergang Meta-I430 — Meta-II zuge-
ordnet, wihrend T330nm_1 dem Ubergang Meta-I339 — Meta-II entspricht [Szundi et al., 1998].

Wie auch bei den Messungen mit Rhodopsin Membranen besitzt die Fluoreszenzzerfallskurve
des pGtx — LY nach Lichtaktivierung des Rezeptors zwei Zerfallskomponenten, einer schnellen
Zerfallskomponente t1 = 20 ps und der Fluoreszenzzerfallskomponente T, = 7.6 ns (Abb. 65A, F).

Zur Analyse der Fluoreszenlebensdauer als Funktion der Rezeptoraktivierung wurde das
zweidimensionale Verteilungshistogramm in Abb. 65B global angepasst, dabei sind die Fluoreszen-
zerfallszeitkonstanten global festgelegt, wihrend die Amplituden unabhéngig bleiben.

Fiir die Zeitauflosung auf der Achse der Proteinaktivierung ist folgendes zu beachten. Der
Mef3startpunkt auf Achse der Proteinfunktion liegt bei 3 ms, trotz der eingestellten Zeitauflosung
von 1 ms, da das MCP mit einem mechanischen Shutter (Uniblitz LS6) vor dem Laserblitz (zum
Starten der Proteinfunktion) geschiitzt wird. Dieser benétigt 1.2 ms um vollstandig zu 6ffnen, daher
sind die absoluten Fluoreszenzamplituden der Zerfallskurven fiir die ersten beiden Mefipunkte
verfilscht und wurden fiir die Analyse verworfen.

Wie in Abb. 65C zu sehen ist, bleiben die Amplituden der 20 ps-Komponente «; konstant tiber
die gemessenen Zeitbereich der Photoreaktion. Da 77 im Dunkelzustand von Rhodopsin nicht
existiert, wird davon ausgegangen, daf8 die Amplitude mit einer Zeitkonstanten von tpgr(o) <
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3 ms ansteigt. Die Amplitude der langsamen Zerfallskomponente steigt mit tpr(xz) = (27 £
1) ms an. Der Vergleich mit dem Anstieg von Meta-1I tiber die Absorptionsmessung zeigt, daf3
Tpr(a2) um eine Groenordnung langsamer ansteigt als die Bildung von Meta-IL Uber tpr(a7)
kann mangels Zeitauflosung kein Vergleich zur Bildung von Meta-II gemacht werden. Da die
Zeitkonstanten fiir die Anderung von «7 und «y sich mit Tpr(x) < 3 ms und Tpr(x2) =
(27 £ 1) ms unterscheiden, ist auch in Rhodopsin-Mizellen ein zweistufiger Bindungsprozess des
pGr« Peptides vorhanden. Die Bildung des Vorbindungskomplexes ist schneller als 3 ms und liegt
damit innerhalb der Bildungskinetik von Meta-II, kann aber auch schneller sein. Die Helixstruktur
des pGr o bildet sich mit einer Zeitkonstanten von Tpg(x2) = (27 + 1) ms und ist damit langsamer
als die Meta-II Bildung, stimmt aber gut mit der Protonenaufnahme aus der Lésung mit ca. 25 ms
tiberein [Arnis und Hofmann, 1993].
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Abbildung 65: Analyse der Rhodopsin - pGtax — LY 2D Messungen in 3-DM Mizellen. A: Steady state
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Fluoreszenzzerfallskurven des pGta — LY vor und nach Lichtanregung von Rhodopsin. B: Fluo-
reszenzzerfallskurven in Abhéangigkeit der Proteinfunktion. C: Amplitudenabhingigkeit der
schnellen Zerfallszeit oy im Vergleich zum Meta-II Anstieg aus Absorptionsmessungen. D:
Amplitudenabhéngigkeit der Fluoreszenzzerfallszeit «; im Vergleich zum Meta-II Anstieg aus
Absorptionsmessungen. E: Fluoreszenzédnderung wéhrend der Proteinreaktion bei 80 ps und 12
ns nach Fluoresceinanregung. F: Konturplot der Differenz zwischen Fluoreszenzzerfall des Dun-
kelzustands mit den zeitabhdngigen Fluoreszenzzerféllen nach Lichtaktivierung des Rezeptors.
G: Differenz der Fluoreszenzlebensdauerzerfallskurve von dunklen und lichtaktivierten Rezeptor
0.2 s nach Lichtanregung. Bedingungen: 5 ptM Rhodopsin, 1 tM Gt — LY, 50 mM MES pH 7,
130 mM NaCl, 15°C, Atpgr = 1 ms, Aex = 430 nm, Emission wurde durch GG495 detektiert.



6.3 Einfluss des pGrx-Peptides auf die Helix 8 Dynamik

In den vorhergehenden Kapiteln 6.1 und 6.2 wurde gezeigt, dafs der Helixfaltungssensor pGta —LY
durch seine Fluoreszenzeigenschaften Auskunft iiber die Bindung zur aktiven Konformation von
Rhodopsin und die Kinetik der Ausbildung der aktiven Sekundarstruktur des Peptidankers von
Transducin liefern kann.

Wie sich die Interaktion des pGta-Peptides mit dem lichtaktivierten Rhodopsin auf das Me-
tal/Metall Gleichgewicht, die Dynamik der Helix 8 und auf die Fluoreszenzparameter des an
Cys316 gebundenen Fluoresceins auswirkt, wird im folgenden untersucht.

Zeitaufgeloste Fluoreszenzanisotropiemessungen der Helix 8 Dynamik von Rhodopsin in Mem-
branen wurden mit dem hochaffinen Analogon des C-terminalen Endes der Gt «-Untereinheit,
dem pGra-Peptid, durchgefiihrt. Da zwischen Transducin und Rhodopsin im Dunkelzustand
keine Interaktion stattfindet, werden im folgenden nur die Messungen mit lichtaktivierten Proben
analysiert.

pGra-Peptid

Der Einfluff des pGta-Peptids auf das Meta-I/Meta-II Gleichgewicht wurde mittels absorpti-
onsspektroskopischer Experimente ermittelt. Dazu wurde der Extra-Meta-II Assay angewendet.
Bei hohem pH und niedriger Temperatur wird nur wenig Meta-II gebildet, durch das pGr«-
Peptid wird zusétzliches (Extra-) Meta-II gebildet, welches ebenso wie das “normale” Meta-II
auch tiber die Absorption bei 380 nm detektiert werden kann [Emeis und Hofmann, 1981]. Abbil-
dung 66 zeigt die Verschiebung des Meta-I1/Meta-II Gleichgewichtes zu alkalischen pH-Werten
von pKq = 6.6 £0.1 auf pKq =94 £04.
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Abbildung 66: Vergleich der pH-Abhingigkeiten des aktiven Meta-II Intermediats ohne (schwarz) und
mit (rot) pGta-Peptid, ermittelt durch zeitaufgeloste Absorptionsspektroskopie bei 380 nm.
Bedingungen: 10 uM Rhodopsin-AF, 50 mM MES-Bis-Tris-Propan, 150 mM NaCl.

Die zeitaufgeltste Anisotropien des Fluorescein gebunden am Cys316 an Helix 8 von Rhodopsin
in Membranen wurden mit Gt Peptid im Uberschuss gemessen (CRho = 5 UM, cg;« = 100 uM).
Diese wurden als pH-Reihe mit 50 mM MES-Bis-Tris-Propan als Puffer im Bereich von pH 5.5-9.5
mit 150 mM NaCl, um eine Vergleichbarkeit mit den Daten von Mahalingam et al. [2008] zu
gewdhrleisten, und bei 0°C nach Lichtaktivierung des Proteins durchgefiihrt. Das Peptid wurde im
10-fachen Uberschuss (100 uM) dazugegeben. Die Analyse wurde anhand der Modellgleichung 3.14
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mit drei Anisotropiezerfallskomponenten durchgefiihrt. Die einzelnen Parameter der Fits sind in
Abb. 67 zu sehen. In der oberen Reihe sind die gefitteten Fluoreszenzlebensdauerparameter, in der
mittleren Reihe die Anisotropieparameter und unten die Halbkegeloffnungswinkel von Farbstoff
und Helix 8 pH-abhéingig aufgetragen.

Abb. 67A zeigt die pH-Abhédngigkeit der Fluoreszenzlebensdauerkomponenten. t1 = 0.25 ns
und T, = 1.2 ns sind iiber den gesamten gemessenen pH-Bereich konstant. Die Zerfallszeit T3,
welche der Lebensdauer des freien Fluoresceins entspricht, fillt von 3.7 ns mit einem Ubergang
von pKq = 8.6 + 0.4 auf 3.4 ns ab.

Die relativen Amplituden «; der Fluoreszenzkomponenten wurden global mit einer Henderson
Hasselbalch Funktion gefittet (Abb. 67B). Der Ubergang liegt bei pKq = 9.4 + 0.4. o3 fallt von 27%
auf 23% ab, «; steigt von 32% auf 36% an und o ist konstant tiber den gesamten pH-Bereich bei
41%.

Die Analyse der Anisotropie zeigt, dafd die Rotationskorrelationszeit ¢1 des Farbstoffes konstant
tiber den gesamten pH-Bereich bei ¢1 = 0.2 ns liegt. Die Rotationskorrelationszeit der Helix 8 ¢
steigt von 0.6 ns auf 3.6 ns mit einem Ubergang von pK, = 7.0 + 0.4 an (Abb. 67C). Aufgrund der
langsamen Rotationsdiffusionzeit der Membranfragmente im ms-Bereich ist keine entsprechende
Depolarisation im Mefifenster der zeitaufgelosten Fluoreszenz des Fluoresceins zu beobachten,
so daf3 virtuell die Anisotropie auf einen Endwert ro, (~ (33) féllt. Die relativen Amplituden 3;
sind in Abb. 67D gezeigt, sie wurden global mit der Henderson-Hasselbalch-Funktion gefittet,
der Ubergang liegt bei pKy = 8.4 £0.1. Die Halbkegeltffnungswinkel aus der cone-in-a-cone
Analyse werden in Abb. 67E dargestellt. Sie zeigen, daf3 bei den Messungen des Rhodopsins mit
dem Peptidanker Gt innerhalb des Fehlers keine Anderung des Halbkegel6ffnungwinkels des
Farbstoffes stattfindet. Dagegen vergrofiert sich der Halbkegeloffnungwinkel der Helix 8 mit einem
Ubergang von pKq = 8.5+ 0.1 von 16° auf 40°.

Schlufifolgerung

Der Vergleich mit lichtakvierten Rhodopsin-AF in Membranen bei 0°C zeigt eine signifikante
Verschiebung des Ubergangs der pH-Abhingigkeit der Fluoreszenzlebensdauer T3 von Fluore-
scein mit pKq = 6.5 £ 0.1 bei 0°C ohne pGta zu pKq = 8.6 £ 0.4 mit dem Peptid. Vergleichende
Messungen der Meta-II Kinetik {iber transiente Absorptionsspektroskopie zeigen einen Ubergang
von pKq = 9.1 £0.3 bei 0°C in Anwesenheit von pGtax (Abb. 66). Diese Messungen erhédrten den
Zusammenhang zwischen der Verdnderung der Fluoreszenzlebensdauer 13 und dem aktiven
Meta-II Intermediat, welche durch die Konformationsénderungen des Meta-II Intermediats hervor-
gerufen werden konnten. Ebenso zeigt die Verschiebung des Meta-1/Meta-II Gleichgewichtes die
Meta-II-stabilisierenden Eigenschaften des Gt x-Peptides.

Waihrend die weiteren Fluoreszenzeigenschaften durch das Gt a-Peptid nicht signifikant beein-
flufit werden, zeigen sich Unterschiede in den Anisotropieparametern. Die Rotationskorrelationszeit
¢, besitzt im sauren pH-Bereich von pH 5 - pH 6 eine sehr schnelle Dynamik, deren Ursprung
unklar ist. Die pKo-Werte der pH-Abhédngigkeit der relativen Amplituden (; verschieben sich
signifikant gegentiber den Anisotropien ohne Peptid, ebenso wie das Meta-1/Meta-II Gleichgewicht
der korrespondierenden Absorptionsmessungen, zu alkalischen pH-Werten.
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Abbildung 67: Analyse der Fluoreszenzanisotropiemessungen von Rhodopsin-AF und pGt« — LY in nativen
Membranen. In der oberen Reihe sind die Fluoreszenzzerfallsanalysen von A der Fluoreszenzle-
bendauern und B ihrer relativen Amplituden dargestellt. In der mittleren Reihe sind die Analysen
der zeitaufgelosten Anisotropiemessungen C der Rotationskorrelationszeiten und D ihrer rela-
tiven Amplituden dargestellt. E: Darstellung der Halbkegelo6ffnungswinkel von Farbstoff und
Helix. Bedingungen: 10 mM Rhodopsin-AF in Membranen, 100 uM pGta — LY, 50 mM MES-Bis-
Tris-Propan, 150 mM NaCl, A¢« = 485 nm, Fluoreszenz wurde durch einen Kantenfilter OG515
aufgenommen.
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6.4 Verfolgung der Bindung von Groa-Peptiden an der Oberflache
von Diskmembranen

Aus der individuellen Verfolgung von einzelnen Molekiilen konnen Informationen tiber Diffusion
und Interaktion mit anderen Molekiilen gewonnen werden. Bei den hier vorgestellten Messungen
wird die Diffusion und Bindung des hochaffinen Gta-Analogs - welcher als Peptidanker an
die Bindungstasche des lichtaktivierten Rhodopsins bindet - iiber die Membranfragmente von
Rhodopsin untersucht. Von speziellen Interesse ist dabei ihre Interaktion in Abhéngigkeit des
Intermediatzustandes des Rhodopsins. Aus den Experimenten wurden die Trajektorien der fluo-
reszenzmarkierten p Gt x-Peptide vor- und nach Lichtaktivierung des Rhodopsins aufgenommen
und analysiert. Da pGt« in Meta-II hochaffin bindet, zeigt die Diffusion des Gt Peptides die
Diffusion der Rhodopsine im aktiven Meta-II Zustand an.

Da das evaneszente Feld des Anregungsstrahles beim TIRFM nur einige hundert Nanometer in
die Probenlosung eindringt, mufiten fiir die Messungen mit Membranfragmenten diese auf die
Oberfldche des Deckglases lokalisiert sein. Dazu wurden sie auf das Deckglas in ihrer Pufferlosung
pipettiert, in der sie dann durch die Schwerkraft auf die Oberfliche des Deckglases absanken. Die
Rhodopsinmembranen bilden dabei gut definierte Schichtstrukturen aus [Fitter et al., 1998]. In den
Messungen sind die Membranfragmente nicht sichtbar, sondern nur die fluoreszenzmarkierten
Molekiile. Bei hoheren Konzentrationen des Peptids konnen Bereiche ausgemacht werden, an
denen sich die Peptide sammeln und dessen Umriss zu der GrofSe von Membranfragmenten passt
(Abb.68A).

Die Experimente wurden mit dem Farbstoff Atto647N, dem hochaffinen Analogon des C-
terminalen Endes der G a-Untereinheit, pGto — Atto647N, und Rhodopsin-Diskmembranfragmenten
durchgefiihrt.

Als Kontrollexperiment wurde die Interaktion von Farbstoff und von fluoreszenzmarkierten
Peptid mit der Glasoberfliche verfolgt, um eventuelle Artefakte ausschliefen zu konnen. In
beiden Féllen waren die Interaktionen homogen tiber die gesamte Oberfldche verteilt, wobei die
Molekiile nur fiir kurze Zeit auftauchen und keine Bewegung entlang der Glasoberfldche stattfand
(Abb. 68D).

Die Experimente mit den ROS-Membranfragmenten wurden unter schwachem Rotlicht durchge-
fithrt, um eine vorzeitige Anregung der Rhodopsin-Proteine auszuschliefSen. Der Farbstoff wurde
mit einem Helium-Neon-Laser (HeNe) bei Agy = 632 nm angeregt. Bei dieser Wellenldange wird
das Retinal im Rhodopsin nicht angeregt, welches zur Aktivierung des Rhodopsins fithren wiirde.
Zur Lichtaktivierung des Rhodopsins wihrend des TIRF-Experiments wurde das Laserlicht eines
zweiten Diodenlasers mit Agn, = 532 nm in den Strahlengang des TIRF-Aufbaus eingekoppelt.
Die Anregung dauerte ca. 2— 3 ms.

Fiir die Experimente, in denen die Diffusion von pGta — Atto647N tiber die Lichtaktivierung
von Rhodopsin verfolgt werden sollte, mufite mit einer sehr geringen Konzentration an markierten
Molekiilen gemessen werden, da fiir das Auffinden der einzelnen fluoreszierenden Molekiile diese
einen gewissen Abstand haben miissen, um als einzelne Molekiile identifiziert werden zu kénnen.
Die Auflosung ist dabei von der Numerischen Apertur N o und der Wellenldnge des verwendeten
Lichts A abhéngig: d = A/(2-Na). In den Experimenten wurden mit der CCD-Kamera Bilder mit
einer Wiederholfrequenz von etwa 1 — 200 Hz gemessen.

Analyse der Trajektorien

Die Interaktion der fluoreszenzmarkierten Peptide mit nativen Diskmembranfragmenten zeigt
einen Anderung als Folge der Lichtaktivierung von Rhodopsin. Exemplarisch ist in Abb. 68B eine
Bildfolge zu sehen, in der Rhodopsin wihrend der Messung lichtaktiviert wird. Das erste Bild zeigt
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Abbildung 68: Interaktion von fluoreszenzmarkierten Gt x-Peptiden. A: Stelle mit hoher Peptidkonzentration
B: Gleiche Stelle kurz vor Lichtaktivierung des Rhodopsins, die darauffolgenden Bilder sind
die folgenden Aufnahmen bei Lichtaktivierung und danach. C: Schematische Darstellung des
Peptids, welches nur in der Rhodopsinbindungstasche «-helikal wird. D: Vergleich der Anzahl
der detektierten Peptide zum Vergleich mit den Anstieg von Meta-II und einem Vergleich ohne
Rhodopsin.

eine Stelle direkt vor der Anregung mit dem griinen Anregungslichtblitz, die drei darauffolgenden
zeigen die Verdnderung der Interaktion von pGta — Atto647N direkt nach der Anregung, sowie
nach 62 und 124 ms. Es ist ein Anstieg in der Anzahl der pGta — Atto647N-Molekiile auf
der Diskmembran nach Lichtanregung zu sehen, wobei der hochste Anstieg direkt nach der
Lichtanregung zu sehen ist. Die Anstiegszeit ist vergleichbar mit der Anstiegszeit des aktiven
Meta-II-Intermediats von Rhodopsin nach Lichtanregung (Abb. 68D). Diese Tatsache steht im
Widerspruch zu Messungen mit “Mass tagged” C-terminalen Peptiden aus Lichtstreuexperimenten
[Herrmann et al., 2004], welche eine Bindungskonstante im Sekundenbereich zeigt. Dagegen zeigen
andere Studien schnellere Bindungskonstanten von Transducin von 40 ms [Bennett et al., 1982].

Das Gta-Peptidanalogon besitzt eine sehr viel hohere Bindungsaffinitat zum aktiven Rhodopsin
als zum inaktiven [Kisselev et al., 1999, Herrmann et al., 2004]. Aufgrund der - im Holotransducin
vorhandenen - aber hier fehlenden Membrananker sollten bei diesen Experimenten nur kurze
Interaktionen mit Rhodopsin im Grundzustand vorliegen. Peptide, welche nur ein Bild (< 31 ms)
sichbar sind und keiner Trajektorie angehoren, werden als nicht mit Rhodopsin interagierende
Peptide interpretiert. Dies besitzen einen Anteil von ca. 75% (Abb.69A). Von den restlichen Parti-
keln sind 80% nahezu immobil. Nach Lichtaktivierung fallt der Anteil der kurz-interagierenden
Molekiile auf ca. 40% (Abb.69D). Das deutet darauf hin, daff durch die Lichtaktivierung die
Bindungsaffinitit der Membran-, bzw. Proteinoberfldche signifikant erhoht ist. Durch die Lichtakti-
vierung entsteht die Proteinankerstelle an der cytoplasmatischen Oberfliche von Rhodopsin, an
die das pGto — Atto647N-Molekiil spezifisch binden kann (Abb. 68C).
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Abbildung 69: Auswertung der Trajektorien der fluoreszierenden pGt«-Molekiile, welche mit Rhodopsin
nicht lichtaktiviert (oben) und lichtaktiviert (unten) interagieren. In der ersten Spalte die relative
Anzahl Trajektorien mit der Lange Null im Verhéltnis zu langeren Trajektorien. In der zweiten
Spalte die MSDs von individuellen Trajektorien. In der dritten Spalte die Schrittlaingenverteilungen
fiir t1qg = 31 ms. Sie zeigen eine inhomogene Verteilung mit zwei Subpopulationen.

Aus den Trajektorien der fluoreszenzmarkierten Peptide kann die Diffusion der Peptide berechnet
werden. Das mittlere Verschiebungsquadrat (Mean square displacement - MSD) fiir individuelle
Trajektorien der fluoreszenzmarkierten Peptide vor und nach Lichtanregung des Rhodopsins sind
in Abb.69B, E eingezeichnet. Abb.69B (vor Lichtanregung) zeigt, daf3 sich die MSD-Kurven in
zwei Populationen aufteilen, welche mit blau und griin farbkodiert sind. Die griinen Kurven
zeigen MSDs einer immobilen Population und die blauen einer mobileren. Zwei Trajektorien sind
exemplarisch im Diagramm eingezeichnet. Nach Lichtanregung sind zusétzlich zu den MSDs von
immobilen Partikeln auch welche mit hoher Mobilitdt erkennbar. Diese zeigen aber keine freie
Diffusion, sondern eine gerichtete (Abb. 69E, rot) bzw. eine eingeschrénkte (orange).

Fiir die quantitative Untersuchung der Trajektorien wurde die Analyse der Schrittweitenvertei-
lung aller Trajektorien nach Formel 3.47 durchgefiihrt. Diese 1a8t sich mit zwei Subpopulationen
gut fitten, eine mit kleiner Schrittweite (Subpopulation 1) und eine mit grofler Schrittweite (Sub-
population 2). Im inaktiven Dunkelzustand, fiir At = 31 ms hat Subpopulation 1 (Abb. 69C griin)
eine mittlere Schrittlinge von 17 = 0.0009 £ 0.0001 ym? und die Subpopulation 2 (blau) eine
von 15 = 0.003 £ 0.001 ym?. Nach Lichtaktivierung kann die Schrittlingenverteilung mit zwei
Subpopulationen gefittet werden, mit ebenfalls einer Subpopulation mit kleiner und einer mit
grofler Schrittweite. Subpopulation 1 hat eine mittlere Schrittlinge von % = 0.001 + 0.0001 pm?
und Subpopulation 2 eine mittlere Schrittlinge von 15 = 0.005 & 0.001 ym?. Der Anteil der Sub-
population 1 fallt von etwa 80% auf etwa 50% nach Lichtaktivierung ab. Die Auswertung der

128



A : : : B 100 : : .
1.0 — Lichtaktiviert
8\0/ 80+ -
B Dunkel < gl ]
[qV] - . [} u - . —n
=05 Licht- ERp /\/ N ]
o aktiviert ;—é_
t =31ms < 20 ]
ag
0.0 ' 0 ' ' '
10° 10* 10° 10% 10% 0.0 0.1 0.2 0.3
r2 (um?) Timelagt_ (s)
C 0003——— .Ll : : D 00100 +— 9 :
Lichtaktiviert Lichtaktiviert
subpopulation 1 . Subpopulation 2
< 0.002+ pt — ]
= “c R R . T
2 1 5 0.005} Il ]
o = /
= 0.001t * 7 - = l
Y A
0.00Q k" : : 0.000L——— SRR S
0.0 0.1 0.2 0.3 0.0 0.1 0.2 0.3
Time lag L (s) Time lag t_ (s)

Abbildung 70: A: Kumulative Wahrscheinlichkeitsfunktionen der Schrittlingen von pGt« vor (schwarz) und
nach (rot) Lichtanregung von Rhodopsin. B: zeigt die Abhingigkeit der Amplitude der beiden
Subpopulationen C,D: < r? > in Abhingigkeit der verschiedenen Zeitabstinde.

kumulativen Wahrscheinlichkeitsfunktion ergibt mittlere Schrittlingen, welche innerhalb des Feh-
lers der Analyse der Schrittlingenverteilung gleichen (schwarz; 14 = 0.0009 ym?, 3 = 0.0037 ym?
mit A; = 0.81) und Lichtaktiviert (rot; T% = 0.00T ym?, r% = 0.0047 ym? mit A; = 0.42).

Die Analyse der Trajektorien mit Vielfachen von At kann AufschluB {iber Diffusion tiber grofere
Zeitskalen geben. Die Analyse der Messungen des fluoreszenzmarkierten Gt Peptids zeigt, daf3
die Amplitude der langsamen Subpopulation bei ca. 50% liegt (Abb 70). Subpopulation 1 zeigt
fiir kleinere At eine eingeschréankte Diffusion mit einer Einschrankungslange®® L1 = 61 +2 nm
und Dy = 0.01 umz /s, welche dann bei grofieren At > 200 ms zu einer normalen Diffusion mit
0.002 ym? /s wechselt. Subpopulation 2 besitzt eine confinement length von L, = 130 + 2 nm bei
Do =0.1 pmz/s.

Da das pGa-Peptid hochaffin nach Lichtanregung an den aktivierten Rezeptor bindet, ist das
Peptid ein Affinitditsmarker fiir das aktive Meta-II. Die Analyse der Trajektorien nach Lichtakti-
vierung zeigt demzufolge das Diffusionsverhalten der lichtaktivierten Rhodopsinmolekiile. Dies
bedeutet, dal nach Lichtaktivierung in Rhodopsinmembranen ein heterogenes Diffusionsverhalten
der aktiven Rezeptormolekiile vorliegt, mit zwei verschiedenen Subpopulationen und unterschied-
lichen Diffusionskonstanten sowie confinement lengths. Die eine Population besitzt wie bei den
Experimenten mit Rhodopsin im Grundzustand einen sehr kleinen Diffusionskoeffizienten, welche

20 confinement length
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sich nahe der Detektionsgenauigkeit des Systems befindet. Diese wurde mit simulierten Bildern
von Dr. Sebastian Haase mit gleichen Parametern fiir Anzahl der Photonen pro Partikel, Rauschen
und Grofle der Partikel quantifiziert und betragt fiir diese Messungen Timmobite = 0.0002 um?/s.
Fiir grofere Zeitskalen dndert sich ihre Diffusion von eingeschriankt zu frei. Das kann moglichewei-
se so interpretiert werden, daf8 ein grofier, zusammenhingender Bereich von Rhodopsinen sich wie
eine Eisscholle iiber die Diskmembran diffundiert. Die andere Gruppe mit hoherer Mobilitdt deutet
auf Rezeptoren hin, welche sich als kleinere Einheiten (Mono- oder Dimere) in ungeordneten
Bereichen der Diskmembran bewegen.

6.5 Diskussion

p Gta—Fluoreszenzsensor

Die Funktion des Sensors beruht auf der Verdnderung der Sekundérstruktur des C-terminalen
Ankers der a-Untereinheit von Transducin (Gt «) bei der Bindung an die aktive cytoplasmatische
Oberfldche von Rhodopsin. Diese Sekundéarstrukturdnderung findet auch in synthetischen Peptiden
statt, die eine dhnliche Aminosduresequenz wie der native C-terminale Gta-Ankers besitzen.

Im Falle der Bindung zum lichtaktivierten Rhodopsin wird die Sekundirstruktur des C-
terminalen Gta-Peptids o-helikal [Koenig et al., 2002, Scheerer et al., 2008, Choe et al., 2011]. Mit
Hilfe von Fluoreszenzloschung kann durch einen strategisch angebrachten Fluorophor und einem
Tryptophan in der Sequenz zwischen der ungefalteten und der a-helikalen Struktur unterschieden
werden. In der «-helikalen Form erhoht sich die Fluoreszenzintensitét.

Da es sich beim C-terminalen Gt«-Anker um eine amphiphatische Aminosduresequenz handelt,
konnte auch in Gegenwart von Detergenz Mizellen eine Erh6hung der Fluoreszenzintensitit
nachgewiesen werden. Wir nutzten diese Messung als Referenzmessung um zu zeigen, daf3
eine Erhohung der Fluoreszenzintensitit in der Tat mit einem Anstieg der «-helikalen Struktur
verbunden ist, wie {iber CD-Messungen gezeigt wurde.

Der pGta — LY-Faltungssensor wurde als erstes verwendet, um die Ausbildung der aktiven
Konformation in Opsin bei saurem pH zu testen. In Opsinmembranen als auch in Opsinmizellen
steigt die Fluoreszenzintensitdt des pGyo — LY zu sauren pH-Werten an. Damit konnte gezeigt
werden, daf8 pGta — LY pH-anhédngig an Opsin bindet. Die Ausbildung der aktiven Opsinstruktur,
die die Bindung ermoglicht, erfolgt mit einem pKy = 4.7+ 0.1 in Opsin-Membranen und mit
einem pKq = 5.1 £ 0.3 in Opsin-Mizellen. Diese pK-Werte liegen in dem pH-Bereich, in dem
tiber FTIR-Messungen die pH-abhédngige Ausbildung aktiven Struktur von Opsin mit einem
PKa = 4.1 gezeigt wurde [Vogel und Siebert, 2001]. Gleichzeitig stimmen diese pK-Werte auch mit
der pH-abhingigen Ausbildung der aktiven Helix 8-Struktur in Opsin-Membranen {tiberein (Kap.
5.3.2). Der Nachweis einer aktiven Bindungsstruktur in Opsin-Mizellen ist insofern interessant,
da Opsin-Mizellen eine reduzierte Stabilitdt zeigen und bis jetzt davon ausgegangen wurde, dass
keine Bindung und Aktivierung des Transducins stattfindet [Cohen et al., 1993]. Eine Erklarung
konnte der Einsatz des hochaffinen pGt o« — LY-Peptides liefern, welches eine aktive Konformation
an der cytoplasmatischen Oberfldche von Opsin induzieren kénnte. Ein solches wurde auch fiir
die kristallographische Bestimmung der Tertidrstruktur von Transducin-bindenen Opsin genutzt
[Scheerer et al., 2008], welches gelost unter den genutzten Puffer- und Temperaturbedingungen
(pH 6, 4°C) keine aktive Struktur ausbilden diirfte.

Weiterhin wurde der Einfluss der Bindung des C-terminalen Transducin-Peptides auf die
Dynamik von Helix 8 untersucht. Der an Helix 8 gekoppelte Fluorophor zeigt charakteristische
pH-abhingige Anderungen in Fluoreszenzzerfall und Anisotropie. Mit Hilfe von pH-abhingigen
Extra-Meta-II Messungen bei 0°C und alkalischen pH, mit und ohne pGt«, konnte gezeigt werden,
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daf der pK fuer das Meta-1/-II Gleichgewicht sich von 6.6 in Abwesenheit nach 9.4 in Gegenwart
des pGy o« verschiebt.

Die Fluoreszenzlebensdauer des an Helix gebundenen Fluorescein reagiert sehr sensitiv auf die
Ausbildung von Meta-II (Kap. 5.2). Eine pH-abhéngige Verlangsamung der Fluoreszenzlebensdauer
73 bei alkalischem pH in Gegenwart von pGt« mit pKq = 8.6 £ 0.4 korreliert mit dem pK-Wert
des Meta-I/-1I Gleichgewichts.

Die Bindung des pGt« beeinflufit auch die zeitaufgelosten Anisotropiedaten. Sowohl die Am-
plituden der Ansiotropiezerfallskomponenten als auch der Halbkegel6ffnungswinkel von Helix 8
zeigen eine pH-Abhéangigkeit mit einem pKy ~ 9, die der des Meta-1/-II Gleichgewichts entspricht.
Die Ubereinstimmung des pK-Wertes des Meta-1/-1I Gleichgewichts mit der pH-Abhzngigkeit der
Anisotropieamplituden ist auch in Rhodopsin-Membranen ohne Gegenwart des pGyo-Peptids
zu beobachten. Bei niedrigen Temperaturen scheint die Anderung des Halbkegeldffnungswinkels
mit dem Gleichgewicht Meta-1/-1I aus den Absorptionsmessungen gekoppelt zu sein. Es wurde
gezeigt, daf bei niedrigen Temperaturen im Gegensatz zu Experimenten bei 37°C die Protonierung
der Glul34 mit der Deprotonierung der Schiffschen Base des Retinals gekoppelt ist [Mahalingam
et al., 2008]. In Bezug auf die Daten wiirde das bedeuten, dafd die Protonierung der Glul134 bei
niedrigen Temperaturen mit der Beweglichkeit der Helix 8 gekoppelt ist.

Kinetik der Helix-Faltung bei der Bindung an lichtaktiviertes Rhodopsin
(2D-Fluoreszenzlebensdauermessungen)

Mit Hilfe des Faltungssensors pGto — LY wurde die Kinetik der Helix-Faltung bei der Bindung an
lichtaktiviertes Rhodopsin untersucht. Es wurden sowohl die Bindung an Rhodopsinmembranen
als auch an Rhodopsinmizellen untersucht.

Die Fluoreszenzlebensdauermessungen mit den LY-markierten Gt«-Peptiden zeigen nur bei
Bindung an das lichtaktivierte Rhodopsin einen biexponentiellen Fluoreszenzerfall: eine sehr
schnelle Komponente mit t; = 20 ps und die Fluoreszenzkomponente mit t, ~ 7 ns. Die 2D-
Messungen zeigen die Entwicklung der Amplituden beider Zerfallszeiten. Diese steigen mit
unterschiedlichen Zeitkonstanten an. Der Anstieg der 20 ps-Komponente, die nicht die Faltung
der Helix widerspiegelt, ist sowohl bei Rhodopsinmizellen als auch bei Rhodopsinmembranen
schneller als der Anstieg der 7 ns-Komponente, welche die Umwandlung des Peptidankers in eine
helikale Struktur wiederspiegelt. Die Zeitkonstanten fiir die Helixbildung des Peptides liegen bei
27 ms (Mizellen) bzw. 196 ms (native Diskmembranen) und sind damit jeweils langsamer als die
Ausbildung des aktiven Meta-II Zustandes. Der Vorgang der Helixbildung an sich liegt im Bereich
von Mikrosekunden [Kubelka et al., 2004, Eaton et al., 2000]. Daher mufs der ratenlimitierende
Schritt in den Konformationsdnderungen, die das Protein nach Deprotonierung der Schiffschen
Base ausfiihrt, liegen.

Die Helixbildung des C-terminalen Endes der katalytischen Transducin o-Untereinheit ist eng
mit der Aktivierung von Transducin verkniipft [Dratz et al., 1993]. Wahrenddessen in Rhodopsin-
Mizellen die Helixbildung auf einer dhnlichen Zeitskala wie die Protonenaufnahme aus der Losung
stattfindet, ist dies bei Rhodopsin-Membranen nicht der Fall [Arnis und Hofmann, 1993]. Damit
geht die Protonenaufnahme nicht mit der Aktivierung von Transducin, bzw. zumindest nicht
mit der Ausbildung der helikalen Struktur des C-terminalen Ankers der x-Untereinheit einher.
Die Ergebnisse zeigen weiterhin eindeutig, daff es einen Vorbindungszustand gibt, der durch
eine Anderung in der cytoplamatischen Rhodopsinoberfliche ausgelést werden muss, da die
20 ps-Komponente sowohl in Rhodopsin-Membranen als auch -Mizellen auftritt.
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Organisation der Rhodopsinmolekiile in der Diskmembran und ihre Auswirkun-
gen auf die Signalkaskade

Rhodopsinmolekiile sind mit einer sehr hohen Dichte in der Diskmembran gepackt. Es ist noch
nicht geklirt, ob die Molekiile frei oder in Mono- oder Dimeren in der Membran diffundieren oder
ob sie eine parakristalline Anordnung ausbilden, wie sie in einer AFM-Studie ermittelt wurde
[Fotiadis et al., 2003]. Die Organisation der Rhodopsinmolekiile in Form von Oligomeren in der na-
tiven Diskmembran wiirde enorme Auswirkungen fiir den initialen Sehprozess haben [Park et al.,
2004, Park und Palczewski, 2005]. Die Packungsorganisation und die Diffusionseigenschaften der
am initialen Sehprozess teilnehmenden Molekiile haben einen starken Einflufs auf den zeitlichen
Verlauf in der Signalkaskade. Simulationen von zufélligen Begegnungen von lichtaktivierten Rho-
dopsin und dem G-Protein Transducin zeigen eine Abhingigkeit von der Rhodopsinorganisation
in der Membran und der Diffusion von Transducin an der Membranoberfldche. Fiir eine schnelle
Signalantwort miissen die Transducine auch bei hoher Rhodopsinpackungsdichte schnell auf der
Oberfliche diffundieren [Dell’Orco und Schmidt, 2008].

In den hier gezeigten Einzelmolekiilverfolgungsexperimenten wurden die Trajektorien des
pGTo — Atto647N-Peptids gemessen. Da das pGta-Peptid eine hohe Bindungsaffinitdt zu Rho-
dopsin im lichtaktivierten Meta-II Intermediat besitzt, konnte damit die Diffusion der Rhodop-
sinmolekiile in der nativen Diskmembran im lichtaktivierten Zustand bestimmt werden. Da
Transducin und auch das pGt«-Peptid keine Bindungsaffinitdt zum Rhodopsin im Dunkelzustand
besitzt [Herrmann et al., 2004], kann klar zwischen Diffusion im Dunkel- und Meta-II Intermediat
unterschieden werden. Nach Lichtaktivierung von Rhodopsin in nativen Diskmembranen zeigen
die gebundenen pGr«-Peptide ein eingeschrinktes- und heterogenes Diffusionsverhalten, welches
auf Inhomogenitédten in der Diskmembran und einen losen Zusammenschlufl von mehreren Rho-
dopsinmolekiilen in der Membran hinweist. Die Daten deuten damit auf ein Diffusionsverhalten
hin, das sich 1. nach Lichtanregung &ndert, 2. heterogen und 3. langsamer ist als in friitheren
Studien gezeigt [Poo und Cone, 1974] und auch nicht mit einer parakristallinen Anordnung der
Molekiile im lichtaktivierten Rhodopsinzustand vereinbar ist.
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Resultate & Diskussion Teil IV:
Rhodopsindeaktivierung & Interaktion mit Arrestin

Das aktive Rhodopsin im Meta-II Intermediat setzt mit der Bindung des Transducins eine Signal-
kaskade in Gang. Um diese zu unterbrechen, muf$ das Rhodopsin deaktiviert werden. Dazu wird
zundchst der C-Terminus des Rhodopsin von der Rhodopsinkinase phosphoryliert. Dadurch kann
das Arrestin mit hoher Affinitdt binden und die Signalkaskade blockieren.

Da sich der C-Terminus des Rhodopsin direkt an Helix 8 anschlief3t, ist zu erwarten, dafs neben
der Phosphorylierung auch die Bindung des Arrestins einen Einfluff auf die Dynamik der Helix
besitzt. Neben dem Arrestin-Wildtyp ist auch die R175E-Mutation von Interesse, da diese mit hoher
Affinitat an lichtaktiviertes Rhodopsin unabhingig vom Phosphorylierungsgrad des Rhodopsins
binden kann [Gray-Keller et al., 1997].

7.1 Anisotropie von Helix 8

Zeitaufgeloste Fluoreszenzanisotropiemessungen wurden an Fluorescein durchgefiihrt, welches an
Helix 8 (Cys316) kovalent gebunden ist. Das Rhodopsin wurde im unphosphorylierten, im phos-
phorylierten, im inaktiven Dunkelzustand, im Meta-II-Zustand, mit und ohne Arrestin (Wildtyp
und Arr-R175E Mutante), in Micellen und nativen Membranen gemessen. Die Messungen wurden
in 50 mM KPP pH 7.5, 150 mM NaCl und 20°C durchgefiihrt. Die hier eingesetzten Arrestin-Proben
wurden von Dr. Kristina Kirchberg aufgereinigt und fluoreszenzmarkiert.

Abbildung 71 zeigt den Vergleich der Anisotropiekurven von fluoresceinmarkiertem Rhodopsin
im phosphorylierten inaktiven Grundzustand und nach Lichtaktivierung in Meta-II, mit (Abb. 71C)
und ohne Arrestin (Abb.71A, B). Als Kontrolle sind die Anisotropiekurven von unphosphorylier-
tem Rhodopsin in Abb. 71D gezeigt.

Deutlich ist im Vergleich zum unphosphorylierten Rhodopsin zu sehen, daff der Anstieg der
sterischen Einschrankung von Helix 8, d.h. der Anstieg von 1, beim Ubergang nach Meta-II, im
phosphorylierten Zustand weniger stark ausgepragt ist.

Die Analyse der Fluoreszenzzerfallskurven wurde mittels Modellgleichung 3.9 mit drei Fluores-
zenzzerfallskomponenten und die der Anisotropiezerfallskurven anhand der Modellgleichung 3.14
mit drei Anisotropiezerfallskomponenten in einem globalen Fit durchgefiihrt (Kap.3.7.1). Die
einzelnen Parameter der Fits sind in Abb. 72 dargestellt. Die schraffierten Balken sind jeweils die
gefitteten Parameter der Proteine im inaktiven Dunkelzustand, die anderen stellen die Parameter
nach Lichtaktivierung der Rezeptoren dar. Die Fehlerbalken wurden mittels exhaustive error analysis
mit einem Konfidenzlevel von 68% berechnet.

Die Fluoreszenzanalyse wurde mit einer Summe von drei Zerfallsdauern t; und ihren relativen
Amplituden o durchgefiihrt. Die lingste Zerfallsdauer 1 entspricht dem Fluoreszenzzerfall des
Farbstoffes, die beiden schnellen Zerfallsdauern werden durch Fluoreszenzloschungsprozesse
hervorgerufen.
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Abbildung 71: Anisotropieplots von Rhodopsin im Grundzustand (schwarz) und im angeregten Zustand
(rot). A: Anisotropie von phosphorylierten Rhodopsin in nativen Membranen. B: Anisotropie
von phosphoryliertem Rhodopsin in 3-DM Mizellen. C: Anisotropie von phosphoryliertem Rho-
dopsin in nativen Membranen mit Wildtyp Arrestin und unphosphoryliertem Rhodopsin mit
Arrestin-R175E. D: Anisotropie von nativem, unphosphoryliertem Rhodopsin. E: Anisotropie von
phosphoryliertem Rhodopsin im inaktivem Dunkelzustand ohne und mit wt-Arrestin F: Anisotro-
pie von lichaktiviertem, phosphoryliertem Rhodopsin ohne und mit Arrestin und lichtaktiviertem
Rhodopsin mit Arrestin-R175E. Bedingungen: 50 mM KPP pH 7.5, 150 mM NaCl und 20°C.
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Abbildung 72: Darstellung der Fluoreszenz- und Anisotropieparameter fiir pROS, pROS solubilisiert, pROS
mit Arrestin und ROS mit und ohne Arrestin R175E jeweils Cys316-AF markiert. Jeder Block
besteht aus einer Messung im inaktiven Dunkelzustand (gefiillte Siulen) des Proteins und nach
Lichtaktivierung (offene Sdulen). Die Messungen wurden bei 50 mM KPP pH 7.5 und 150 mM
NaCl und 20°C durchgefiihrt.
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Analyse der Fluoreszenzlebensdauerparameter

Zuerst werden die Fluoreszenzerfallskomponenten vergleichend betrachtet und sind in Abb. 72A, B
dargestellt.

Die Auswertung der relativen Fluoreszenzamplituden «; (Abb.72A) zeigt fiir das phosphorylier-
te Rhodopsin in nativen Membranen (pRhopem) mit 26% gegeniiber dem unphosphorylierten
(Rhom em) mit 16% einen grofieren Anteil der relativen Amplitude des Fluoreszenzzerfalls o3 im
Dunkelzustand. Das gilt ebenfalls fiir die relative Amplitude «3 des Rhodopsins-C316-AF in Mi-
zellen, welche im Dunkelzustand unphosphoryliert (Rhoatic) 34% und phosphoryliert (pRhomic)
56% der Gesamtamplitude besitzt. Ein Anstieg der relativen Amplitude des Fluoreszenzzerfalls
o3 im lichtaktivierten Zustand ist bei allen Messungen zu beobachten, was auf eine Anderung in
den Oberflicheneigenschaften von Rhodopsin (apolarere Oberfliche) hindeutet. Durch die Zugabe
von Arrestin zum phosphorylierten Rhodopsin im Dunkelzustand (pRhop em +Arr) dndern sich
die Fluoreszenzamplituden (und damit die Fluoreszenzloschung) des an der Helix 8 gebundenen
Fluoresceins, was auf eine Anderung der Proteinumgebung und auf eine Interaktion von Arrestin
und dem pRhopem hindeutet. Nach Lichtaktivierung steigt o3 beim pRhopem+Arr auf 47%,
wogegen beim Rhop/em und pRhopem o3 auf 30% steigt. Die Messungen der unphosphorylierten
Probe Rhopem mit der voraktivierten Mutante Arr R175E zeigt, dafs diese im inaktiven Dunkel-
zustand und nach Lichaktivierung keine signifikante Anderung der relativen Amplituden und der
Fluoreszenzerfallskomponenten besitzt. Wahrend die relativen Amplituden «; denen der phospho-
rylierten Proben pRhopem im Dunkelzustand gleichen, sind die 7; mit den unphosphorylierten
Proben Rhopem vergleichbar.

Die Fluoreszenzlebensdauer T3 weist auf eine verdnderte Umgebung des Fluoreszenzmarkers
und eine durch das Arrestin induzierte Veranderung der Helix 8 hin. Dieser Prozef ist im Mizel-
lensystem bei Lichtaktivierung stirker ausgeprégt als bei den nativen Membranen, in Einklang mit
den in Kap. 5.2 vorgestellten Ergebnissen.

Die Auswertung der Fluoreszenzlebensdauerparameter zeigt fiir Rhopem und Rhopic eine
Erhohung der Fluoreszenzlebensdauer 13 nach Lichtaktivierung. Fiir pRhopmem und pRhopic
bleibt T3 im Rahmen des Fehlers gleich, wobei in Mizellenumgebung die Fluoreszenzlebensdauer
langsamer ist als in Membranumgebung. Bei Bindung mit Arrestin steigt T3 ebenfalls an. Die
Zerfallsdauer T, ist im Dunkelzustand der phosphorylierten Proben signifikant linger als in den
unphosphorylierten Proben.

Analyse der Anisotropieparameter

Die Anisotropieanalyse wurde mit drei Rotationskorrelationszeiten ¢; und ihren relativen Ampli-
tuden 3; durchgefiihrt (Kap.3.7.1). Die Rotationskorrelationszeiten werden wie folgt zugeordnet:
¢1 wird durch die Rotationsdiffusion des gebundenen Farbstoffes hervorgerufen, ¢, durch die
Bewegung der Segmentbewegung (hier Helix 8 von Rhodopsin) und ¢3 entspricht der Rotations-
diffusion des Gesamtproteins. Die relative Amplitude 33 entspricht der sterischen Einschrankung
durch die Proteinoberfldche. Abbildungen 72C und D zeigen die entsprechenden Fitparameter.

Bei den unphosphorylierten Proben im Dunkelzustand zeigen die relativen Anisotropieamplitu-
den B; in Mizellen und Membranen ein dhnliches Verhalten zwischen Dunkelzustand und nach
Lichtaktivierung. Die sterische Einschrdnkung durch die Proteinumgebung nimmt zu, wahrend die
relative Amplitude von Helix 8 gleichermafSen abnimmt. Die relativen Anisotropieamplituden f3;
der phosphorylierten Proben ohne Arrestin in Mizellen und Membranen pRhopjem und pRhopic
und der unphosphorylierten Probe mit der voraktivierten Arrestin R175E Mutante zeigen nach
Lichtaktivierung nur eine geringfiigige Verdnderung und einen kleinen Anstieg der sterischen
Einschrankung durch die Proteinoberfldche. Die sterische Einschrankung durch die Proteinumge-
bung 33 von pRhopem + Arr ist im Dunkel- und im lichtaktivierten Zustand, verglichen mit den
anderen Proben, am niedrigsten.
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Die Rotationskorrelationszeit der Farbstoffeigenbewegung ¢ liegt bei allen Messungen bei etwa
0.2 ns. Die Rotationskorrelationszeit von Helix 8 (¢,) wird bei allen Proben, bis auf pRhopem,
nach Lichtaktivierung grofier. Die Rotationskorrelationszeiten liegen fiir die Membranproben
zwischen 2 und 4 ns, fiir die Mizellenproben zwischen 4 und 8 ns.

Die Rotationskorrelationszeit ¢, der Helix 8 im Dunkelzustand von pRhop e ist groer als
beim unphosphorylierten Rhopem. Die Anisotropieparameter des Dunkelzustands von pRhopm em
verdndern sich bei Zugabe von Arrestin. Durch die Phosphorylierung interagiert das Arrestin mit
dem Rhodopsin im Dunkelzustand, die sterische Einschrankung durch die Proteinoberfldche wird
kleiner. Nach Lichtaktivierung steigt ¢ in pRhopfep, + Arr von ¢ = 2.8 ns auf ¢, = 4.2 ns an.
Die sterische Einschrankung (33 wird im lichtaktivierten Zustand in der phosphorylierten Probe
durch Zugabe von Arrestin kleiner. Es ist zu beachten, daf8 Helix 8 bei der Bindung direkt mit
dem Arrestin interagiert. Durch das an Helix8 gebundene Fluorescein wird eine Aktivierung
von Arrestin verhindert [Kirchberg et al., 2011]. Somit beschreibt die Anisotropiekurve in Meta-
II + Arrestin einen Vorbindungszustand, der der Aktivierung des Arrestins vorausgeht. Da
Arrestin R175E aufgrund ihrer Mutation voraktiviert ist, kann mit Hilfe dieser Arrestinmutation
das lichtaktivierte Rhodopsin komplett binden. Damit kann die die Dynamik von Helix 8 im
gebundenen Zustand bestimmt werden (Abb. 71C, F, 72).

Die cone-in-a-cone Auswertung der unphosphorylierten Proben zeigt, dafy die Halbkegeloffnungs-
winkel des Farbstoffes vor und nach Lichtaktivierung im Rahmen des Fehlers unverandert sind
(Abb. 72E). Der Halbkegeloffnungswinkel der Helix wird dagegen nach Lichtaktivierung kleiner
im Einklang mit Ergebnissen aus den Kapiteln 5.3.4 und 5.3.5. Die phosphorylierten Proben zeigen
keine signifikante Anderung der Halbkegeloffnungswinkel bei Lichtaktivierung und auch keine in
Abhingigkeit von der Membran-/Mizellenumgebung. Bei Zugabe von Arrestin zu pRhopem zeigt
sich jedoch deutlich, dafl der Halbkegeloffnungswinkel gegeniiber den Proben ohne Arrestin stark
vergrofsert ist, sowohl vor als auch nach Lichtanregung. Der Halbkegeltffnungswinkel von Helix 8
der unphosphorylierten Probe mit der voraktivierten Arrestin R175E Mutante ist im Vergleich zu
pRhopfo + At sehr viel kleiner.

7.2 Diskussion

Beim Ubergang vom Dunkelzustand des Rhodopsins zum aktiven Meta-II Intermediat verandern
sich typischerweise zwei Anistropiesignaturen des an der Helix 8 kovalent gebundenen Fluore-
scein, wie im Kapitel 5.3 herausgearbeitet wurde. Die Rotationskorrelationszeit ¢, wird nach
Lichtaktivierung grofier, ebenso die sterische Einschrankung durch die Proteinoberfldche.

Bei Lichtaktivierung von phosphoryliertem Rhodopsin kann man nur geringe Anderungen der
Helix 8 Rotationsdiffusionszeit ¢, beobachten. Die sonst im Meta-II Intermediat beobachteten
grofseren Diffusionszeiten sind nicht zu erkennen und die erhohte sterische Einschrankung ist im
phosphorylierten Meta-II Intermediat marginal. Das weist darauf hin, daf§ die Phosphorylierung
des C-Terminus’ die Interaktion mit Helix 8 verdndert. Dies ist in Einklang mit Ergebnissen, die
zeigen, daf} die Transducinankerstelle des Rhodopsins in Meta-II durch die Phosphorylierung
des Rhodopsins verdndert ist und damit eine Reduktion der Bindung mit Transducin einher geht
[Gibson et al., 2000, Hamer et al., 2003].

Ein Vergleich der Rotationskorrelationszeiten zeigt, daff Helix 8 nach Phosphorylierung und Bin-
dung von Arrestin in einem Vorbindungszustand sowohl einen gréfleren Konformationsraum, als
auch eine ldngere Rotationskorrelationszeit besitzt. Dies kann folgendermafien interpretiert werden:
Zuerst bindet das Arrestin mit Hilfe von elektrostatischer Interaktion an der cytoplasmatischen
Oberfliche von Rhodopsin. Damit Arrestin in seine aktive Konformation tibergehen kann, muf3
eine Salzbriicke zwischen Argl75 und Asp296 durch die Phosphate, welche sich am C-Terminus
des Rhodopsins befinden, aufgebrochen werden. Damit der phosphorylierte C-Terminus sich in das
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Arrestin hineinbewegen kann, wird der Konformationsraum von Helix 8 grofler, um eine grofiere
Flexibilitat zu gewdhrleisten. Im aktivierten Arrestinzustand, der hier iiber die voraktivierte Arre-
stinmutante R175E gemessen wurde, hat Helix 8 mit der Rotationskorrelationszeit von 1, = 2.1 ns
eine schnellere Dynamik und einen geringeren Konformationsraum als im Vorbindungszustand,
im Einklang mit einer festen Bindung von Arrestin.

Die Ergebnisse aus den FTIR-Experimenten von Lehmann et al. [2007] deuten darauf hin, daf$ im
aktiven Meta-II Intermediat die Helix 8 von der Umgebung durch den C-Terminus des Rhodopsins
abgeschirmt und von diesen durch H-Briicken gegentiber dem Grundzustand immobilisiert wird.
Die Deaktivierung von Rhodopsin wird durch die Phosphorylierung der Serine oder Threonine
im C-Terminus durch die Kinase eingeleitet. Dabei verringert sich die Bindungsaffinitdt zum
Transducin. Anschlieffend kann das Arrestin spezifisch binden und eine weitere Aktivierung durch
Transducin verhindern [Gurevich und Benovic, 1995, Kiithn und Wilden, 1982, Mendez et al., 2000].
Die Phosphorylierung des C-Terminus besitzt daher zwei Funktionen: 1. Sie 14t die hochaffine
Bindung mit dem Arrestin zu. 2. Sie stort die Interaktion mit der Helix 8. Die Verdnderung der
Helix 8 Dynamik durch die Phosphorylierung des C-Terminus konnte dem Arrestin in der initialen
Bindungsphase die Bindungsbereitschaft signalisieren.

Die relativen Fluoreszenzamplituden geben Aufschlufs tiber die Loschung der Fluoreszenz. Die
relative Amplitude des Fluoreszenzzerfalls a3 ist das Maf fiir die integrale Fluoreszenzintensitat.
Bei allen Proben nimmt die Fluoreszenzldschung mit Lichtaktivierung des Rezeptors ab (siehe
Kapitel 5). Die phosphorylierten Membranproben zeigen eine stirkere Fluoreszenzloschung als
die Mizellenproben, was auf einen stdrkeren Einfluff der Proteinmatrix und der Membran hinweist.
Interessanterweise zeigt pRhontem+ Arrestin nach Lichtaktivierung eine starkere Abnahme der
Fluoreszenzloschung als die ohne Arrestin, was auf grofiere Konformationsanderungen hindeutet.
Damit scheint das C-terminale Ende von Rhodopsin mit Helix 8 bei der Bindung von Arrestin eine
entscheidende Rolle zu spielen, wie auch Bindungsexperimente zeigen [Kirchberg et al., 2011].
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Zusammenfassung

In der vorliegenden Arbeit wurde die Oberflichendynamik des lichtsensitiven Sehpigments
Rhodopsin unter verschiedenen Bedingungen untersucht. Dabei wurde die Dynamik der Protein-
segmente mit Hilfe von Fluoreszenzspektroskopie analysiert. Insbesondere die cytoplasmatische
Rezeptoroberfldche spielt eine entscheidende Rolle bei der Rezeptoraktivitit, da sich dort die
Lichtaktivierung des Liganden Retinals in einer aktiven Rezeptorkonformation manifestiert, die
zur Bindung des G-Proteins Transducin fiihrt. Diese Bindung ist fiir die Weiterleitung des Sehim-
pulses an das Gehirn erforderlich. Die Kinetik der Bindung von Transducin wurde ebenfalls
charakterisiert. Auch die Anderungen an der cytoplasmatischen Oberfliche, die zum Stoppen der
Signalweiterleitung durch die Bindung des Inhibitorproteins Arrestin fithren, wurden in dieser
Arbeit untersucht.

Fiir die Fluoreszenzexperimente wurde der Rezeptor spezifisch auf der cytoplasmatischen Prote-
inoberfldche an der amphiphatischen Helix 8 in Position Cys316 mit einem Fluorophor markiert.
Weiterhin wurde die Bindung des G-Proteins Transducin an den Rezeptor mit Hilfe eines Peptides
untersucht, welches dem C-terminalen Ende der katalytischen «-Untereinheit des Transducins
entspricht. Dieses C-terminale Ende der a-Untereinheit gehort zu den drei Bindungsankern des
Transducins und bindet spezifisch an den aktivierten Rezeptor. Bei der Bindung bildet dieses
eine «-helikale Struktur aus. Das C-terminale Peptid hat die gleiche Eigenschaft. Die Kinetik der
Bindung an das aktivierte Rhodopsin wurde deshalb tiber die Faltung des Peptides in die helikale
Struktur verfolgt. Dazu wurde ein fluoreszenzbasierter Helix-Faltungs-Sensor entwickelt.

Da es nicht moglich war, mit tiblichen zeitkorrelierten Einzelphotonenzidhlungs (TCSPC)-
Apparaturen die zeitliche Anderung von zeitaufgelosten Fluoreszenz- und Dynamikinderun-
gen von fluoreszenzmarkierten Proteinsegmenten wahrend der Proteinreaktion zu untersuchen,
wurde im Zuge dieser Arbeit eine multidimensionale TCSPC-Apparatur fiir Fluoreszenz Pump-
Probe Messungen aufgebaut. Die Anregung der Proteinreaktion geschieht dabei mittels eines
Farbstofflasers, dessen Laserpulse durch eine Faser zur Probe geleitet werden. Die Fluoreszenz
wird mit Pikosekunden-Pulsen angeregt. Auf der Zeitachse der Proteinaktivierung werden dann
Pikosekunden-zeitaufgeloste Fluoreszenzzerfallskurven aufgenommen, die es erlauben, die Veradn-
derung der Nanosekunden-Oberflichendynamik zu verfolgen. Zum automatisierten Austausch
der Probe wurde eine Flufizelle in den Aufbau integriert. Zur Validierung des neuen multidi-
mensionalen TCSPC-Aufbaus wurden Testexperimente mit einer fluoresceinmarkierten Bakterio-
rhodopsinmutante bR-S35C-AF durchgefiihrt. Diese Mutante ist im Schleifenbereich zwischen
Transmembranhelix 1 und 2 fluoreszenzmarkiert. Das Experiment zeigt Anderungen der zeitauf-
gelosten Fluoreszenzparameter in Abhédngigkeit vom Photozyklus und damit eine erfolgreiche
Implementierung der Fluoreszenz Pump-Probe Messungen mit Hilfe von multidimensionaler
TCSPC.

Die Dynamik der Helix 8 von Rhodopsin wurde zuerst mit konventionellen TCSPC-Experimenten
untersucht. Dazu wurden zeitaufgeloste Fluoreszenz-, bzw. Anisotropiemessungen in unterschied-
lichen Rezeptorzustdnden als Funktion von pH und Temperatur durchgefiihrt. Zu den unter-
schiedlichen Rezeptorzustidnden gehoren der inaktive Dunkelzustand, das inaktive Intermediat
Meta-I, der aktive Zustand Meta-1I, das Apoprotein Opsin, Rhodopsin in der Gegenwart des
Transducin-Peptides pGt«, Rhodopsin mit phosphoryliertem C-Terminus und phosphoryliertes
Rhodopsin in der Gegenwart von Arrestin. Weiterhin wurde der Einfluss der Lipidumgebung
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durch vergleichende Messungen in nativen Membranen und in Rhodopsin-Detergenz-Mizellen
untersucht. Die pH- und Temperaturabhidngigkeit der Dynamik der cytoplasmatischen Rezep-
toroberfliche wurde mit der pH- und Temperaturabhédngigkeit des Meta-I/-1I Gleichgewichts
aus Absorptionsmessungen verglichen. Da sich die Reaktionskinetik fiir den Ubergang in das
aktive Meta-II-Intermediat bei niedrigen Temperaturen von dem bei physiologischer Temperatur
unterscheidet, wurden insbesondere die Fluoreszenzmessungen bei 0°C und 37°C durchgefiihrt.

Da der verwendete Fluorophor Fluorescein gleichzeitig ein pH-Indikator ist, ist sein Absorptions-
verhalten im Bereich von pH 5 bis pH 9 durch die pH-abhingige Absorptionsbande bei ca. 490nm
gepragt. Die Fluoreszenzparameter sind stark durch die Polaritat der Umgebung beeinflufit und
konnen im Kontext der einzelnen pH-Reihen mit der aktiven Oberflachenkonformation korreliert
werden. Der monoexponentielle pH-abhingige Fluoreszenzzerfall von Fluorescein wird multiexpo-
nentiell nach der Kopplung an die Rezeptoroberfldche. Zwei schnelle Fluoreszenzzerfallszeiten
deuten auf Quenchingprozesse hin, die hauptséachlich durch die Membranumgebung beeinflusst
sind. Die pH-Abhéngigkeit der Fluoreszenzlebensdauer in freiem Fluorescein wird an der Pro-
teinoberflidche durch Polarititseffekte unterdriickt. Speziell im lichtaktivierten Meta-II-Zustand
machen sich die Polaritdtseffekte durch eine lingere Fluoreszenzlebensdauer bemerkbar. Daraus
lasst sich eine Korrelation zwischen den Fluoreszenzlebensdauern bzw. der mittleren Lebensdauer
und dem Meta-II-Zustand ableiten. Bei 0°C korreliert die pH-Abhdngigkeit der mittleren Lebens-
dauer mit der pH-Abhingigkeit des Meta-I1/Meta-II Gleichgewichts. Bei 37°C zeigt sich, dass die
pH-Abhéngigkeit der Ausbildung einer Meta-II-Spezies, die unabhéngig von der Protonierung von
Glul34 gebildet wird, ebenfalls mit einer Veranderung der Oberflicheneigenschaften des Rezeptors
verbunden ist. Bei solubilisiertem Rhodopsin in Detergenz-Mizellen ist keine pH-Abhédngigkeit
zu verzeichnen, jedoch steigt die mittlere Lebensdauer auf 4.6 ns im Meta-II-Zustand an. Die-
ser Anstieg ist signifikant gegeniiber dem Wert im inaktiven Dunkelzustand mit 3.3 ns. Diese
Eigenschaften des gebundenen Fluoresceins konnen z.B. ausgenutzt werden, um die Ausbildung
einer aktiven Rezeptoroberflache in Rhodopsinmutanten zu testen, die hauptsichlich in Mizellen
untersucht werden.

Mit Hilfe der Fluoreszenzanisotropieparameter konnte ebenfalls eine Korrelation zwischen der
Ausbildung von Meta-II und der aktiven Oberflichenkonformation abgeleitet werden. Insbesondere
eine Verlangsamung der Helix 8-Dynamik und die Erhohung der sterischen Einschrankung durch
die Proteinoberfldche sind charakteristische Signaturen im aktiven Meta-II-Intermediat.

Uber eine Analyse der Fluoreszenzanisotropiekurven mit Hilfe der Ordnungsparameter < P, >
und < P4 > konnte ein direkter Zusammenhang zwischen dem Bewegungsmodell von Helix 8
und dem Rezeptorzustand ermittelt werden. Im aktiven Meta-II-Zustand in nativen Membranen
bewegt sich der fluoreszierende Sensor im Konformationsraum des Kegelpotentials. Im inaktiven
Vorlduferintermediat Meta-I bewegt sich der fluoreszierende Sensor dagegen innerhalb des Gauf3-
potentials, was auf eine weichere, flexiblere Membran-/Proteinumgebung schlieflen l46t. Bei tiefen
Temperaturen im inaktiven Dunkelzustand dndert sich das Bewegungspotential im Einklang mit
dem alkaline unlock von Helix 8 vom Gaufimodell bei saurem pH zum Kegelmodell bei alkalischem
pH. Bei physiologischer Temperatur bewegt sich Helix 8 im inaktiven Dunkelzustand im Kegelmo-
dell. Daraus 148t sich eindeutig schliefSen, dafs zwei fundamental verschiedene Bewegungsmoden
von Helix 8 vorliegen, die mit der Temperaturabhingigkeit des Ubergangs zum aktiven Meta-II-
Intermediat korreliert sind. Interessanterweise folgt die Dynamik von Helix 8 in Mizellen einem
vollig anderen Bewegungsmodell - dem A4-Potential. Die Verteilungsfunktions dieses Potentials
ist durch zwei Maxima gekennzeichnet und deutet damit auf eine heterogene Dynamik mit zwei
Subpopulationen von Helix 8-Konformationen hin. Eine heterogene Dynamik von Helix 8 in
Rhodopsin-Mizellen kann u.a. der Grund sein, dass Arrestin nicht an Rhodopsin-3-DM-Mizellen
bindet.
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In der Arbeit wurden ebenfalls zeitaufgeloste Anisotropiemessungen an phosphoryliertem
Rhodopsin, mit und ohne Arrestin, durchgefiihrt. Der Fluoreszenzmarker an Helix 8 der phos-
phorylierten Proben besitzt stark unterschiedliche Fluoreszenz- und Anisotropieeigenschaften im
Vergleich zu den unphosphorylierten Proben. Wahrend bei den unphosphorylierten Proben nach
Lichtaktivierung eine Erhchung der sterischen Einschrankung der Helix 8 aufgrund der Interaktion
mit dem C-Terminus des Rhodopsins zu beobachten ist, ist bei phosphoryliertem Rhodopsin weder
in Mizellen noch in nativen Membranen ein Unterschied zu beobachten. Das deutet darauf hin, daf3
die zuvor beobachtete Interaktion aufgrund der phosphorylierten Aminosduren im C-Terminus
verdndert ist. Die Bindung von Arrestin zum phosphorylierten Rhodopsin ist ein mehrstufiger
Prozess, der aus einem Vorbindungskomplex, der Arrestin-Aktivierung und der daraus folgenden
hochaffinen Bindung des Arrestins besteht. Um die Dynamik in diesen Bindungsschritten zu
untersuchen, wurde zuerst die Anisotropie von phosphoryliertem Rhodopsin in Gegenwart von
Wildtyp Arrestin gemessen. Es konnte gezeigt werden, dafs der erste Schritt der Arrestinbindung
durch eine verlangsamte Dynamik und einen vergroierten Konformationsraum der Helix 8 von
Rhodopsin charakterisiert ist, aber durch den gekoppelten Farbstoff die Aktivierung des Arrestins
und damit die hochaffine Bindung verhindert wird [Kirchberg et al., 2011]. Die voraktivierte
Arrestin-R175E-Mutante kann dagegen trotz des an Cys316 gebundenen Fluoresceins an aktiviertes
Rhodopsin binden [Kirchberg et al., 2011]. Die Dynamik von Helix 8 wird in diesem Zustand
schnell und auch der Konformationsraum ist verglichen mit dem Vorbindungszustand kleiner. Es
konnte somit eine aktive Rolle der Helix 8 bei der Bindung des Arrestins nachgewiesen werden.

Ein weiterer wichtiger Punkt in dieser Arbeit war die Untersuchung der Interaktion von Rho-
dopsin mit dem G-Protein Transducin, bzw. dem C-terminalen Anker der x-Untereinheit. Das
C-terminale Transducinpeptid besitzt im ungebundenen Zustand eine ungeordnete Struktur; nach
Bindung an das lichtaktivierte Rhodopsin wird seine Sekundérstruktur «-helikal. Um diese He-
lixbildung wéhrend der Bindung an das lichtaktivierte Rhodopsin zu untersuchen, wurde ein
fluoreszenzbasierter Helix-Faltungs-Sensor entwickelt. Der hier eingefiihrte Helixfaltungssensor
pGTa — LY besitzt eine Aminosduresequenz, welche einem hochaffinen C-terminalen Transducin
Peptid dhnelt. Die wichtigen Modifikationen beinhalten ein Tryptophan und ein Cystein, wel-
ches mit Lucifcer Yellow fluoreszenzmarkiert ist. Dieser Faltungssensor wurde spektroskopisch
charakterisiert und seine Bindungsaffinitit mit Hilfe des Extra-Meta-II-Assays bestimmt. Die
Kinetik der Bindung des C-terminalen Transducinpeptides an das lichtaktivierte Rhodopsin wurde
tber die Helixfaltung mit Hilfe des Helixfaltungssensors pGta — LY durch Fluoreszenz-Pump-
Probe-Messungen bestimmt. Die Messungen wurden sowohl an Rhodopsin in Mizellen und in
Rhodopsinmembranen durchgefiihrt. Die Analyse der zeitaufgeldsten Fluoreszenz zeigte in Mi-
zellen und Membranen, daff zusétzlich zum Fluoreszenzzerfall des Lucifer Yellows mit T, ~ 7 ns
eine schnelle Zerfallskomponente von t1 = 20 ps existiert. Wir interpretieren diese schnelle
Zerfallskomponente als Charakteristikum fiir eine initiale Interaktion zwischen Rhodopsin und
Transducin, die dem aktiven Bindungszustand vorausgeht. Daraus ergibt sich das Modell eines
zweistufigen Bindungsprozesses des Transducinankers an das lichtaktivierte Rhodopsin: 1. Nach
Lichtaktivierung, in einem inaktiven Vorlduferintermediat, wird ein Vorkomplex zwischen Rho-
dopsin und dem C-terminalen Peptid der Gta-Untereinheit gebildet, welcher durch die schnelle
Fluoreszenzzerfallskomponente charakterisiert ist. 2. Die durch die Deprotonierung der Schiffschen
Base an Lys296 induzierte Konformationsanderung der cytoplasmatischen Oberflache erzeugt in
einem Unter-Intermediatzustand von Meta-II die Bindungstasche fiir den Proteinanker Transducin,
deren Umgebung dann die Helixfaltung des Peptids induziert.

Weiterhin wurde das C-terminale Transducin-Peptid genutzt (pGto — Atto647N), um mit
Hilfe von TIRF-Mikroskopie die Diffusion von lichtaktivierten Rhodopsinmolekiilen in nativen
Diskmembranfragmenten zu untersuchen. Diese zeigen ein heterogenes Diffusionsverhalten. Ein
Teil der Molekiile besitzt eine sehr kleine Diffusionskonstante nahe der Detektionsgenauigkeit
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des Systems. Diese dndert sich zu grofleren Zeitskalen von eingeschrankt zu freier Diffusion. Dies
weist darauf hin, daf ein Teil der Molekiile sich in Oligomeren organisiert und langsam tiber
die Diskmembran diffundieren. Der andere Teil der Molekiile besitzt eine hohere Mobilitdt mit
eingeschréankter Diffusion. Daraus schliefien wir, daf$ sich dieser Teil der Rezeptoren in kleineren
Einheiten (Mono- oder Dimere) in ungeordneteren Bereichen der Diskmembran bewegen kann.
Damit zeigen unsere Ergebnisse im Gegensatz zu fritheren Veroffentlichungen, dass keine freie
Diffusion von lichtaktivierten Rhodopsinen existiert, sondern ein heterogenes Verhalten vorherrscht,
welches mit einer Diffusion in Mikrodoménen einhergeht und auf eine semigeordnete Packung der
Rhodopsine in den Diskmembranen hinweist, die nach Lichtanregung teilweise aufgeldst wird.

Es konnte somit in dieser Arbeit erfolgreich

1.
2.
3.
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die dynamischen Oberflichenkonformationen von Rhodopsin charakterisiert werden,
eine Korrelation mit Rezeptorzustidnden hergestellt werden,

die physikalischen Bewegungsmodelle von Helix 8 in den einzelnen Rezeptorzustinden
identifiziert werden,

. die helikale Faltung des C-terminalen Transducin-Peptids bei seiner Bindung auf der Zeitach-

se der Rezeptoraktivierung mit Hilfe von Fluoreszenz-Pump-Probe-Messungen verfolgt wer-
den und

. die laterale Diffusion von aktiviertem Rhodopsin in Einzelmolekiil-TIRF-Mikroskopiemessungen

verfolgt werden.
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Abkiirzungsverzeichnis

AFM
ATP
bR
BSI
CD
DM
EPR
GPCR
HS8
IA
IAF
LY
MRW
MSD
NA
NMR
PBS
PSB
ROS
SDS
SNR
SPT

Atomic Force Microscopy - Rasterkraftmikroskopie
Adenosintriphosphat

Bakteriorhodopsin

Blue-shifted Intermediate

circular dichroism - Zirkulardichroismus

n-Dodecyl -D-maltoside

electron paramagnetic resonance - Elektronenspinresonanz
G-Protein coupled Receptor - G-Protein gekoppelter Rezeptor
Helix 8

Iodoacedamid

Iodoacedamidofluorescein

lucifer yellow Farbstoff

mean residue weight - mittleres Gewicht einer Aminosaure (Dalton)
mean square displacement - mittleres Verschiebungsquadrat
Numerische Apertur

nuclear magnetic resonance - Kernspinresonanz

phosphate buffered saline - Phosphatgepufferte Salzlosung
protonierte Schiffsche Base

Rod outer segments

Natriumdodecylsulfat - sodium dodecyl sulfate

Signal to Noise Ratio

Single Particle Tracking - Einzelmolekiilverfolgung

TCSPC time correlated single photon counting - Zeitkorrelierte Einzelphotonenzahlung

TIRFM Total Internal Reflection Microscopy - Interne Totalreflexionsfluoreszenzmikroskopie
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