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Zusammenfassung

Der Transport von zytosolisch synthetisierten Proteinen zu dem Ort ihrer Bestimmung ist ein
logistisch außerordentlich komplexer Vorgang. Etwa 50% aller Proteine müssen durch minde-
stens eine Membran transportiert werden, um an ihren „Arbeitsplatz“ zu gelangen. Um die-
sen Proteintransport durch Membranen besser zu verstehen, wurden in dieser Arbeit Messun-
gen am Proteinimport-Komplex des Chloroplasten durchgeführt. Dieser ist endosymbiotischer
Herkunft, weshalb die zu importierenden Proteine über zwei Membranen, die äußere und die
innere Hülle transportiert werden müssen. In der äußeren Membran befindet sich der Toc-
Komplex, der unter anderem die zwei GTPasen Toc34 und Toc159 beinhaltet. Beide Proteine
sind am Import beteiligt. Das komplexe Zusammenspiel beider GTPasen in ihren GTPase
Zyklen, d.h. das Binden von Transitpeptid, der Nukleotidaustausch oder eine mögliche Inter-
aktion der Proteine untereinander, konnte jedoch noch nicht verifiziert werden. Toc34 wurde
in einer 2002 veröffentlichten Kristallstruktur als Homodimer gefunden, weshalb spekuliert
wird, dass das Dimer auch in vivo eine funktionale Bedeutung hat. Ebenso wurde auf eine
hohe Homologie zwischen den G-Domänen beider GTPasen hingewiesen, welche der Dime-
risierungsschnittstelle des Homodimers in der gefundenen Kristallstruktur entspricht. Es ist
also auch denkbar, dass die Ausbildung eines Heterodimers im GTPase Zyklus auftritt und
zur gegenseitigen Aktivierung der GTPasen führt.

Ziel dieser Arbeit war es, das Dimerisierungsverhalten des Toc34 mit Hilfe von FRET-
Messungen zu charakterisieren und in den GTPase Zyklus einzuordnen. Hierfür wurde ein Cis-
Totalreflexionsfluoreszenzmikroskop (Objective-type TIRF Microscope) aufgebaut, mit wel-
chem das Fluoreszenzverhalten einzelner Moleküle über die Zeit beobachtet werden kann. Für
diese Arbeit wurden zur spezifischen Fluoreszenzmarkierung verschiedene Mutanten herge-
stellt. Ein angefügtes Coiled-Coil-Motiv ermöglichte unter den Messbedingungen eine räum-
lich hohe Konzentration und damit die Fähigkeit, Dimere auszubilden.

Unter verschiedenen Nukleotidbedingungen konnte in Einzelmolekül-FRET-Messungen ge-
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Zusammenfassung

zeigt werden, dass Toc34 stets ein stabiles Dimer ausbildet. Außerdem weisen die durchge-
führten Messungen darauf hin, dass das Binden von Transitpeptid sowohl zur Dissoziation
des GDP-gebundenen psToc34 Homodimers als auch des GTP-gebundenen psToc34 Homo-
dimers führt. Im Hydrolysezustand (induziert durch Zugabe von Aluminiumfluorid zu GDP-
gebundenem Protein), konnten signifikante Unterschiede sowohl für das Binden von Transit-
peptid als auch für das Dimerisierungsverhalten dieses GDP•AlFx- und Transitpeptidgebun-
denen Toc34 Homodimers beobachtet werden. Diese Messdaten liefern erste Hinweise für
eine Kopplung zwischen Mechanik und Chemie im GTPase Zyklus von Toc34. Schließlich
erlauben die Fluoreszenzmessungen den Zeitpunkt der Heterodimerisierung von Toc34 mit
Toc159 zu fixieren.

xii



Kapitel 1

Einleitung

Plastiden entstanden durch Aufnahme eines freilebenden phototrophen Cyanobakteriums durch
eine heterotrophe Zelle [1, 2]. Begründet durch ihre endosymbiotische Herkunft, besitzen
die Chloroplasten eine doppelte Hüllmembran, die das Stroma und die darin liegenden Zell-
kompartimente umschließen. Während der Evolution dieser endosymbiotischen Beziehung,
fand ein enormer Gentransfer von dem Endosymbionten, zu denen auch die Chloroplasten der
Landpflanzen gehören, zur Wirtszelle statt [3, 4]. Bei dieser starken Anpassung wurden zum
Beispiel die meisten ursprünglich vom Endosymbionten kodierten Gene in das Genom des
Wirtes transferiert [4]. Wie in Abbildung 1.1a dargestellt, fand die Translation der für das Or-
ganell bestimmten Proteine nun also im Zytosol der Wirtszelle statt, was die Entwicklung eines
Systems zum Rücktransport der Proteine in das Organell erforderte. Dies bedingte die Aus-
bildung von spezifischen Signalen für den gerichteten Transport zum Organell einerseits und
einer Membran-eingelagerten Maschine zum post-translationalen Import der Proteine über das
Doppelmembransystem andererseits [5].

1.1 Proteinimport in Chloroplasten

Abbildung 1.1 zeigt einen Überblick über den Proteinimport in Chloroplasten, die einzel-
nen Schritte von der Synthese bis zum Erreichen des „Zielortes“ werden im Folgenden be-
schrieben. Abbildung 1.1a veranschaulicht, dass Polypeptide, deren Genom im Nukleus ver-
schlüsselt ist, im Zytosol am Ribosom translatiert werden und je nach Transitpeptid (in gelb
dargestellt) zum entsprechenden Zellkompartiment transportiert werden - z.B. zum Mitochon-
drium, dem Peroxisom, der Plasmamembran oder dem Chloroplasten. Damit eine spezifische
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Kapitel 1 Einleitung
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innere 
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T omaIC Str
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Membran

(a)

(b)

(c)

TOC34

Abbildung 1.1 Proteinimport in Chloroplasten: a) pflanzliche Zelle mit schematisch dargestellten
Transportwegen von cytosolisch translatierten Vorstufenproteinen zu verschiedenen Zellkompartimen-
ten. b) Schema des Proteinimports durch die plastidäre Doppelmembran über die Proteinkomplexe Toc
und Tic in den Chloroplasten, sowie über einen alternativer Weg mittels HSP70 und einem Protein der
äußeren Hüllenmembran (OEP) c) Proteinimportkomplex der äußeren Chloroplastenmembran. Aus-
führliche Erläuterungen siehe Haupttext. Abkürzungen siehe Abkürzungsverzeichnis. Abb. nach [6].

Proteinausstattung der verschiedenen Zellorganellen erreicht werden kann, muss die Spezi-
fität der Zielsteuerung zu den zellulären Strukturen hoch sein. Für den Transport von Prote-
inen zu den Chloroplasten sind diese meist mit amino-terminalen Zielsteuerungssequenzen
(auch als Transitpeptid bezeichnet) ausgestattet, welches in Abbildung 1.1a gelb markiert ist.
Proteine, die eine solche Zielsteuerungssequenz besitzen, werden als Vorstufenproteine be-
zeichnet. Für Vorstufenproteine mit „klassischem“ Transitpeptid wurden sogenannte Geleit-
komplexe beschrieben (Abbildung 1.1b), wobei es sich bei den bisher bekannten Faktoren
zumeist um Chaperone handelt. Derzeit wird auch die Existenz alternativer Zielsteuerungsse-
quenzen (nicht abspaltbar / nicht amino-terminal) diskutiert. Die anfänglich propagierte hohe
Zahl von Proteinen mit solchen Signalen ist inzwischen jedoch nach unten korrigiert [7]. Diese

2



1.2 Toc-Komplex

Vorstufenproteine ohne abspaltbares Transitpeptid sind meist an das Chaperon HSP70 gebun-
den und werden von diesem zur äußeren Chloroplastenmembran geleitet. In vitro können sie
spontan in die Membran eingelagert werden (OEP, outer-envelop Protein, Protein der äuße-
ren Hüllenmembran), was in vivo wahrscheinlich durch ein noch nicht indentifiziertes Protein
realisiert wird. Der Transport von Proteinen (unabhängig vom Vorhandensein eines Tansit-
peptids) durch das Cytosol zu den Chloroplasten ist bisher nur rudimentär verstanden. Es wird
jedoch vermutet, dass diese Chaperone das Vorstufenprotein in einem import-kompetenten,
entfalteten Zustand halten und nicht direkt für den gerichteten Transport durch das Cytosol
zuständig sind [8]. Der Proteinimport in den Chloroplasten ist Nukleotid-abhängig und wird
ermöglicht durch die Zusammenarbeit der Translokationsapparate der äußeren (TOC, trans-
locon of the outer envelope of chloroplasts) und der inneren Chloroplastenmembran (TIC,
translocon of the inner envelope of chloroplasts). Das Transitpeptid wird durch die stromale
Prozessierungspeptidase (SPP) abgespalten. Reife Proteine falten nun entweder in ihre native
Struktur oder assemblieren mit anderen Proteinen im Stroma oder werden über verschiedene
Importwege in das Thylakoid transportiert.

1.2 Toc-Komplex

An der Oberfläche der Chloroplasten (Abbildung 1.1c) werden die Vorstufenproteine durch
einen Proteinkomplex erkannt, der als Toc-Komplex bezeichnet wird. Bisher wurden fünf
Komponenten des Komplexes identifiziert: Toc159, Toc75, Toc64, Toc34 und Toc12 (nicht
eingezeichnet), die Zahl hinter dem Namen gibt das Molekulargewicht des Proteins in kDa
an. Toc75 ist ein fassartiges Protein, bestehend aus 16-18 antiparallelen membrandurchspan-
nenden β -Faltblattstrukturen und bildet die Translokationspore des Toc-Komplexes [9]. Toc34
und Toc159 sind GTP-bindende, membranstandige Rezeptoren und in ihrer Aminosäurese-
quenz stark verwandt. Zusammen mit Toc75 stellen sie den sogenannten Toc-Kernkomplex
dar. Das stöchiometrische Verhältnis dieser drei Kernkomplexproteine beträgt wahrscheinlich
1 (Toc159) : 4 (Toc75) : 4-5 (Toc34) [10]. Toc64 erkennt mit Vorstufenproteinen beladenes
Hsp90, ohne jedoch direkt mit dem Vorstufenprotein zu wechselwirken, und leitet das Vor-
stufenprotein an Toc34 im Kernkomplex weiter [11]. Die kleinste Toc Komponente, Toc12,
ist das einzige bisher bekannte Protein des Komplexes, welches seine gesamte aktive Region
in den Intermembranraum exponiert hat. Toc12 wurde in einem im Intermembranraum agie-
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renden Komplex, bestehend aus Toc64, Tic22 und einem weiteren, membranständigen Hsp70
gefunden.

1.3 GTPasen

GTP-bindende Proteine (oder auch GTPasen, G-Proteine genannt) sind molekulare Schalter
für die Regulierung vieler zellulärer Prozesse. Sie können Informationen weiterleiten, dadurch
dass sie entweder im GTP-gebundenen oder GDP-gebundenen Zustand vorliegen [12]. Diese
„Umschaltung“, bzw. dieser Wechsel zwischen den beiden Zuständen wird im Allgemeinen
durch GTPase aktivierende Proteine (GAPs) und sogenannte GDP/GTP Austauschfaktoren
(GEFs; GDP/GTP exchange factors) kontrolliert [13–15]. GAPs können das katalytische Zen-
trum der GTPasen stabilisieren oder sogar vervollständigen und dadurch die Hydrolyserate
von GTP um mehrere Größenordnungen erhöhen. GEFs wiederum können die Affinität der
GTPase für das Nukleotid stark verringern und dadurch die Nukleotidaustauschrate erhöhen.
In einigen Fällen wird die Dissoziation des Nukleotids auch durch GDP Dissoziationsinhibito-
ren (GDIs) und GDP Verdrängungsfaktoren (GDFs, GDP displacment factors) geregelt [16].
Die Eigenschaften der G-Protein-Effektoren variieren zwischen den verschiedenen biologi-
schen Prozessen, in die sie involviert sind. Die hervorgerufene Änderung der Proteinstruktur
zwischen dem GTP- und dem GDP-Zustand ermöglicht eine hoch affine Interaktion mit den
Effektoren in der GTP-gebundenen Struktur, in der zwei dynamische Strukturelemente das
γ-Phosphat des GTP binden, diese Strukturelemente werden auch Switch I und Switch II ge-
nannt. Diese „entspannen“ sich nach der GTP-Hydrolyse, was zur Freisetzung des organischen
Phosphats (Pi) und zum inaktiven GDP-gebundenen Zustand führt [12].

Ursprünglich wurden G-Proteine abhängig von ihren strukturellen Eigenschaften in Grup-
pen eingeteilt [17], jedoch wurde diese Einteilung ersetzt durch die Gruppierung in Abhän-
gigkeit von ihrer biologischen Funktion [12–15]. Die sogenannten GADs bezeichnen eine
dieser zwei Gruppen. Dies sind G-Proteine, welche in Abhängigkeit vom gebundenen Nukleo-
tid dimerisieren und dadurch aktiviert werden (G proteins activated by nucleotide-dependent
dimerization). Dies ist eine sehr heterogene Gruppe von G-Proteinen, welche in der Lage
sind, Homodimere auszubilden [12]. Im dimeren Zustand vervollständigen sie ihr katalyti-
sches Zentrum gegenseitig, was bedeutet, dass kein zusätzliches GAP nötig ist. Des Weiteren
sind diese Proteine durch ihre hohe Nukleotidaustauschrate und ihrer damit verbundenen nied-
rigen Nukleotidaffinität unabhängig von GEFs.
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1.4 Toc GTPase Zyklus

Beispiele für dimerisierende GTPasen sind Toc34 und Toc159, welche Bestandteile des Pro-
teinimport-Komplexes Toc sind [12, 18, 19]. Zusammen mit der Translokationspore Toc75
ermöglichen sie den Transport des zytosolisch synthetisierten Vorstufenproteins durch die
äußere Membran des Chloroplasten in den Intermembranraum. Jedoch konnte bisher keine
Aktivierung in Abhängigkeit vom Nukleotid-gebundenen Zustand festgestellt werden. Das
Dimerisierungsverhalten scheint unabhängig vom Nukleotid zu sein, weshalb eine Zuordnung
zu den GAD GTPasen bisher nicht nachgewiesen werden kann.

Ankommende Vorstufenproteine werden erkannt, gebunden und unter Energieaufwand in
den Chloroplasten transportiert [19]. Die Homodimerisierung findet vorzugsweise im GDP
gebundenen Zustand statt, wird aber auch für das GTP-gebundene Protein beobachtet. Da sich
die Nukleotidbindetasche genau an der Dimerisierungsschnittstelle befindet, wird sie im di-
meren Zustand durch das entgegengesetzte Protomer verdeckt [20–26]. Diese Dimerisierung
wird durch das Binden von Vorstufenprotein zerstört [27]. In [28] konnte gezeigt werden,
dass der Proteinimport mit einer geringeren Effizienz stattfindet, wenn für den Import Toc34
Mutanten verwendet werden, die eine geringere Affinität für Homodimerisierung aufweisen.
Zusätzlich kann der Toc34 eine heterodimere Struktur zusammen mit der GTPase Toc159 ein-
nehmen [29, 30]. In der Tat wird vermutet, dass genau dieser Heterodimer die gesuchte GTPa-
se aktivierende Stimulanz im GTPase Zyklus des TOC ist [31]. Aufgrund der bemerkenswert
hohen Ähnlichkeit der G-Domänen [26] kann vermutet werden, dass die Konformation des
Heterodimers mit der des Homodimers verglichen werden kann. Die funktionelle Bedeutung
der Ausbildung eines Heterodimers in diesem GTPase Zyklus wird kontrovers diskutiert. Wie
oben bereits angedeutet, könnte es sich um eine gegenseitige „GAP“-Funktion handeln, in-
dem der Argininfinger des einen Protomers in das katalytische Zentrum des jeweils anderen
reicht und zwar bis zur Position des β -Phosphats des Nukleotids [26]. Es wird spekuliert, dass
die Argininfinger ähnlich wie beim Ras/Rho GTPase Zyklus als GAPs funktionieren [32]. Da
keine erhöhte GTP-Hydrolyserate des Toc34 Homodimers gezeigt werden konnte, wird das
Vorhandensein weiterer co-Regulatoren (GCRs) bzw. co-GAPs postuliert [21], welche das ka-
talytische Zentrum so vervollständigen, dass sich ein Wassermolekül in der Art positionieren
kann, dass ein nukleophiler Angriff am γ-Phosphat des GTPs zur Hydrolyse führt [25]. Ein
Transitpeptid könnte ein solcher co-Regulator sein. Durch die Anwesenheit bzw. das Binden
dieses Transitpeptids wird die Dimerisierung noch komplexer.
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In dieser Arbeit soll mit Hilfe von Einzelmolekülfluoreszenzmessungen die Abhängigkeit
der Ausbildung eines Homodimers in Abhängigkeit vom Nukleotidzustand, der Anwesen-
heit von Transitpeptid und die Abfolge der Ereignisse im GTPase Zyklus untersucht werden.
Abschließend wird die Einordnung des Toc34 in die Gruppe der GADs (GTPasen, die in Ab-
hängigkeit vom gebundenen Nukleotid dimerisieren und dadurch aktiviert werden) nach [12]
diskutiert werden.

Generell besteht ein großes Interesse daran, den Proteinimport in Plastiden zu verstehen,
welche sich wie auch Chloroplasten durch Doppelmembranen auszeichnen. So befinden sich
zum Beispiel in einigen Parasiten Apicoplasten, die wahrscheinlich Überreste eines Plastiden
(ohne Photosynthese) sind. Bekannte Beispiele solcher intrazellulären Parasiten sind Plas-
modium falciparum und Toxoplasma gondii, welche Malaria und Toxoplasmose verursachen.
Das Verständnis des Stoffwechsels dieser Parasiten wäre ein großer Fortschritt in der Bekämp-
fung dieser Krankheiten. Die folgende Charakterisierung des GTPase Zyklus des Toc34 ist ein
wichtiger Baustein, diesem Ziel näher zu kommen.
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Kapitel 2

Theoretische Grundlagen

Emittiert ein elektronisch angeregtes Atom oder Molekül Licht, so wird diese Emission allge-
mein als Lumineszenz bezeichnet. Abhängig von der Art der Anregung unterteilt man diese
zum Beispiel in Thermolumineszenz, Chemolumineszenz oder Photolumineszenz, welche in
dieser Arbeit betrachtet wird. Die Emission selbst kann als Fluoreszenz oder Phosphoreszenz
auftreten. Da sich der Großteil meiner Arbeit mit der Erzeugung und Messung von Fluores-
zenzlicht beschäftigt, soll das erste Unterkapitel einen kurzen Überblick über die theoretischen
Grundlagen der Fluoreszenz geben.

Das zweite Unterkapitel beschäftigt sich mit der Theorie zur Fluoreszenzanisotropie. Mit
Hilfe von Fluoreszenzanisotropiemessungen können Aussagen über die Beweglichkeit von
Fluorophoren gemacht werden. So lässt sich beispielsweise die Bindung von fluoreszenzmar-
kierten Liganden an Proteine zeigen, wenn dadurch ihre Beweglichkeit eingeschränkt wird.
[33]

Schließlich wird im dritten Unterkapitel der Prozess des Fluoreszenz-Resonanzenergie-
transfers (FRET) näher beleuchtet. Die Messung der Effizienz dieser Energieübertragung stellt
ein Mittel zur Beobachtung von Abstandsänderungen dar. Dies ist insbesondere bemerkens-
wert, da Abstandsänderungen im Bereich einiger weniger Nanometer beobachtet werden kön-
nen, also gerade solchen Distanzen, die bei biomolekularen Prozessen auftreten und die mit
herkömmlichen Mikroskopen nicht beobachtbar sind, da sie weit unterhalb der Abbeschen
Auflösungsgrenze liegen [34].
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2.1 Fluoreszenz

2.1.1 Energieübergänge im Molekül

Energieübergänge in einem Molekül lassen sich vereinfacht in einem Jablonski-Diagramm
diskutieren [35]. Ein solches Diagramm ist in Abbildung 2.1 dargestellt. Zu sehen sind die
ersten drei Singulett-Zustände S0, S1 und S2 sowie die ersten beiden Triplett-Zustände T1 und
T2 mit ihren jeweiligen Schwingungszuständen. Aus Gründen der Übersichtlichkeit sind die
Rotationszustände nicht eingezeichnet. Wird ein Molekül durch Absorption (A) eines Pho-

T1

T2
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S2

A F
P

VR

IC
A

S0 S0

VRVR

ISC
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E
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ie

Abbildung 2.1 Jablonski Diagramm - Vertikale durchgezogene Pfeile: Strahlungsgekoppelte Über-
gänge zwischen verschiedenen Elektronenzuständen (Absorption A, Fluoreszenz F, Phosphoreszenz
P); vertikal geschlängelte Pfeile: Vibrationsrelaxationen innerhalb desselben Elektronenzustands (VR);
vertikale gestrichelte Pfeile: Isoenergetische strahlungslose Übergänge zwischen verschiedenen Elek-
tronenzuständen (spinerlaubt: Internal conversion IC, spinverboten: Intersystem crossing ISC) nach
[35].

tons elektronisch angeregt, so können die in Abbildung 2.1 dargestellten üblichen Folgepro-
zesse auftreten. Grundsätzlich lassen sich diese in strahlungslose und strahlungsgekoppelte
Übergänge unterteilen. Zu den strahlungslosen Übergängen gehören: Vibrationsrelaxationen
(VR) in die jeweiligen elektronischen Grundzustände und die isoenergetischen Übergänge In-
nere Umwandlungen (engl. internal conversion, IC) und Interkombination (engl. intersystem
crossing, ISC). Beide beschreiben den Übergang zu einem hoch angeregten Schwingungs-
zustand eines niedrigeren elektronischen Zustands, bei der IC bleibt die Multiplizität erhal-
ten (spinerlaubter Übergang), wohingegen bei der ISC ein Multiplizitätswechsel stattfindet
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(spinverbotener Übergang). Zu den strahlungsgekoppelten Übergängen gehören die Fluores-
zenz (F) und die Phosphoreszenz (P). Fluoreszenz ist der (spinerlaubte) Übergang vom vibro-
nischen Grundzustand des Singulett-Zustands S1 in einen typischerweise höher angeregten
Schwingungszustand des Singulett-Zustands S0. Phosphoreszenz ist der spinverbotene Über-
gang vom vibronischen Grundzustand des Triplett-Zustands T1 in einen Schwingungszustand
des Singulett-Zustands S0.

Die eigentliche Emission eines Photons findet sowohl bei der Fluoreszenz als auch bei
der Phosphoreszenz innerhalb von 10−15 Sekunden statt, jedoch führen die unterschiedlichen
Energieübergänge, die sich im Vorfeld beider Lumineszenzen ereignen, zu unterschiedlichen
Verzögerungen. Diese beträgt für die Fluoreszenz etwa 10−8 Sekunden, das entspricht der
mittleren Lebensdauer des vibronischen Grundzustands von S1. Bei der Phosphoreszenz ist
diese Verzögerung zumeist erheblich größer und liegt typischerweise im Bereich von Milli-
sekunden bis Sekunden, da der vorherige spinverbotene Energieübergang ISC etwa 106 mal
unwahrscheinlicher ist als der sonst gleiche spinerlaubte Energieübergang IC. [35, 36]

2.1.2 Fluoreszenzfähige Moleküle - Fluorophore

Fluorophore sind typischerweise planare, polyaromatische Moleküle mit starren, konjugierten
Doppelbindungen. Sie haben auf Grund ihrer Struktur nur sehr eingeschränkte Möglichkeiten,
Anregungsenergie in Schwingungsenergie umzuwandeln, was die Wahrscheinlichkeit für die
Emission von Fluoreszenzlicht stark erhöht. Aufgrund der polyaromatischen Strukur wird die
Energiedifferenz zwischen dem höchsten besetzten Molekülorbital (HOMO) und dem nied-
rigsten unbesetzten Molekülorbital (LUMO) verringert, was zur Fluoreszenz im sichtbaren
Bereich von 400 bis 700 nm führen kann. Die Fluorophore lassen sich charakterisieren durch
ihre spektroskopischen Eigenschaften wie Absorptions- und Emissionsspektrum, ihre Quan-
tenausbeute und Lebensdauer [37].

2.1.3 Absorption und Emission

Aus dem Jablonski-Diagramm in Abbildung 2.1 wird ersichtlich, dass ein angeregtes Elek-
tron auch strahlungslos durch Schwingungsrelaxation in niedrigere Energiezustände überge-
hen kann. Hieraus und aus der Energieerhaltung folgt, dass im Falle der Photolumineszenz das
emittierte Licht eine Wellenlänge größer oder gleich der Wellenlänge des absorbierten Lichts
besitzt. Dieser Zusammenhang wird als Stokessche Regel bezeichnet. Abbildung 2.2b zeigt
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eine prinzipielle Gegenüberstellung von Absorptions- und Emissionsspektrum. Die Spiegelre-
gel ergibt sich aus dem Franck-Condon Prinzip, welches besagt, dass beim Übergang in einen
anderen Zustand solche Übergänge bevorzugt werden, bei denen die Vibrationswellenfunk-
tionen den größten Überlapp aufweisen. Schematisch ist dies in Abbildung 2.2a dargestellt.
Nur in Ausnahmefällen beobachtet man die Emission eines Photons, das kurzwelliger, also

S1

S0

02
01
00

(a)
Absorption Emission

(b)

02 02

01 01

00

λ

Abbildung 2.2 a) Schematische Darstellung von zwei elektronischen Zuständen. Grüne Pfeile stellen
Absorptionsübergänge dar, rote Pfeile entsprechen möglichen Emissionsübergängen. Die Ziffern kenn-
zeichnen den aus welchem vibronischen Zustand in welchen vibronischen Zustand das System über-
geht. b) Prinzipielle Gegenüberstellung von Absorptions- und Emissionsspektrum zur Verdeutlichung
der Stokes-Verschiebung des Emissionsspektrums zu größeren Wellenlängen und der Spiegelregel. Die
Ziffern sollen den entsprechen Übergängen in a) entsprechen.

energiereicher ist, als das Photon, welches absorbiert wurde. Im Spektrum entspricht dies den
sogenannten antistokesschen Linien. Die Zusatzenergie stammt entweder aus einem thermi-
schen Energievorrat, dass heißt, dass entsprechend der Boltzmann-Verteilung der besetzten
Zustände Absorption aus höheren Schwingungsniveaus möglich ist, oder die vorangegangene
Absorption des Photons löste einen Übergang höherer Energie aus, der sonst verboten gewesen
wäre. Aufgrund der Boltzmann-Verteilung der Besetzung der Zustände verschmieren mit zu-
nehmender Temperatur die einzelnen Fluoreszenzlinien zu einem kontinuierlichen Spektrum
[36].
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2.1.4 Quantenausbeute und Lebensdauer

Die Fluoreszenzquantenausbeute und die Fluoreszenzlebensdauer sind vielleicht die beiden
bedeutendsten Kenngrößen eines Fluorophors [36]. Die Quantenausbeute

Q =
Γ

Γ+ knr
(2.1)

beschreibt die Zahl der emittierten Photonen im Verhältnis zu den absorbierten Photonen mit
Hilfe der Emissionsrate Γ und der Rate knr für alle strahlungslosen Übergänge in den Grund-
zustand S0.

Die Lebensdauer eines Fluorophors ist die mittlere Zeit τ , die dieses Molekül im ange-
regten Zustand verbleibt, bevor es in den Grundzustand S0 zurückkehrt. Da dieser Übergang
sowohl unter Emission eines Photons als auch strahlungslos stattfinden kann, ergibt sich für
die Lebensdauer:

τ =
1

Γ+ knr
(2.2)

2.2 Fluoreszenzanisotropie

2.2.1 Definition der Anisotropie

Rotationsdiffusion
linear polarisiertes

Anregungslicht
nicht polarisiertes
Fluoreszenzlicht

Abbildung 2.3 Schematische Darstellung der Photoselektion.

Wird ein Ensemble von Fluorophoren, deren räumliche Orientierung statistisch verteilt ist,
mit linear polarisiertem Licht angeregt, so werden aufgrund der Photoselektion hauptsäch-
lich diejenigen Moleküle angeregt, deren Übergangsdipolmomente parallel zum Vektor des
elektrischen Feldes stehen. Abhängig von der Rotationsdiffusionskonstante ändert sich die
räumliche Orientierung der Moleküle während der Fluoreszenzlebensdauer, wodurch die Po-
larisation des emittierten Fluoreszenzlichts beeinflusst wird, siehe hierzu Abbildung 2.3. Zur
Beschreibung der Polaristionseffekte wird die Anisotropie r definiert. Sie gibt die Relation
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zwischen der Differenz aus den gemessenen Fluoreszenzintensitäten parallel (I‖) und senk-
recht (I⊥) zur Polarisationsrichtung des Anregungslichtes und der Gesamtfluoreszenz an.

r =
I‖− I⊥

I‖+2I⊥
(2.3)

2.2.2 Theorie der Anisotropie

+

-

θ

φsinθ

cosθ

sinθ cosφ
sinθ sinφx

z

y

III(θ)=cos2θ
I┴(θ,φ)=sin2θsin2φ

Abbildung 2.4 Emissionsintensitäten eines einzelnen Fluorophors in einem Koordinatensystem.

Zum Verständnis der Theorie zur Anisotropie betrachten wir zunächst ein einzelnes Mole-
kül. Falls das Molekül keine Rotationsdiffusion erfährt, sind die Übergangsdipolmomente für
die elektronischen Übergänge der Absorption und Fluoreszenz parallel zueinander angeord-
net. Abbildung 2.4 zeigt die Orientierung eines solchen Fluorophors, vereinfacht dargestellt
als elektrischen Dipol. Das Fluoreszenzlicht ist entlang des Übergangsdipolmomentes polari-
siert. Des Weiteren ist die Fluoreszenzintensität proportional zum Quadrat seines elektrischen
Feldvektors. Damit ergeben sich folgende Fluoreszenzintensitäten

I‖(θ) = cos2
θ (2.4)

und
I⊥(θ ,φ) = sin2

θ sin2
φ (2.5)

parallel bzw. senkrecht zur Polarisationsrichtung des Anregungslichtes.
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Ein Ensemble von Molekülen mit statistisch verteilter räumlicher Orientierung wird mit par-
allel zur z-Achse polarisiertem Licht angeregt (siehe Abbildung 2.4). Alle Moleküle, die den
gleichen Winkel θ mit der z-Achse bilden, werden mit gleicher Wahrscheinlichkeit angeregt,
das heißt die Besetzungswahrscheinlichkeit der angeregten Fluorophore ist rotationssymme-
trisch um die z-Achse verteilt. Die φ -Abhängigkeit von I⊥ in Gleichung (2.5) entfällt somit
und kann durch den Mittelwert

〈
sin2

φ
〉
= 1

2 ersetzt werden. Mit Hilfe des Mittelwertes der
Intensität I‖(θ) =

〈
cos2 θ

〉
und der Gleichung sin2

θ = 1− cos2 θ erhält man aus Gleichung
(2.3) die Anisotropie:

r =
3
〈
cos2 θ

〉
−1

2
. (2.6)

Um den Mittelwert
〈
cos2 θ

〉
zu bestimmen, müssen die Einflüsse der Photoselektion bei der

Anregung und der Rotationsdiffusion zwischen Anregung und Fluoreszenz berücksichtigt
werden. Betrachtet wird zunächst die Photoselektion. Die Wahrscheinlichkeit zur Absorpti-
on ist proportional zu cos2 θ , wobei θ der Winkel zwischen dem Übergangsdipolmoment und
der z-Achse ist. Bei einer statistischen Verteilung der Orientierungen ist die Zahl der Mole-
küle mit einem Winkel zwischen θ und θ+dθ proportional zur Größe einer Kugeloberfläche
zwischen θ und θ+dθ , die wiederum proportional ist zu sinθdθ . Die Wahrscheinlichkeits-
verteilung f (θ) für angeregte Moleküle kann also mit f (θ)dθ = cos2 θ sinθdθ beschrieben
werden. Für den Mittelwert

〈
cos2 θ

〉
ergibt sich damit ein Wert von 3

5 , mit dem mittels Glei-
chung (2.6) die maximal mögliche Anisotropie bestimmt werden kann.

rmax = 0,4 =
2
5

(2.7)

Unter Berücksichtigung der Rotationsdiffusion, also der Verkippung des Fluoreszenzdipol-
moments gegenüber dem Absorptionsdipolmoment um den Winkel β wird die Anisotropie
um einen weiteren Faktor verringert. Ähnlich zur Verringerung der Anisotropie um den Fak-
tor
(
3
〈
cos2 θ

〉
−1
)
/2 = 2/5 bei der Neigung des Dipols um den Winkel θ führt die durch

Rotation verursachte Verkippung um den Winkel β zu einer Verringerung der Anisotropie
um den Faktor

(
3
〈
cos2 β

〉
−1
)
/2. Für die Anisotropie r0, die in Abwesenheit aller anderen

depolarisierenden Prozesse beobachtet wird, ergibt sich also:

r0 =
2
5

3
〈
cos2 β

〉
−1

2
(2.8)

Die Anisotropie kann also keinen Wert > 0,4 erreichen! [36]
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2.3 Fluoreszenz Resonanzenergietransfer (FRET)

2.3.1 Theorie zum FRET

Abbildung 2.5 Vereinfachtes Jablonski-Diagramm zur Veranschaulichung des Energietransfers zwi-
schen Donor und Akzeptor; Fluorophor D absorbiert die Energie des einfallenden Lichtes (grün). Dieser
kann die Energie entweder durch Emission von Fluoreszenzlicht abgeben (orange) oder durch Reso-
nanzenergietransfer (schwarz, gestrichelt) auf Fluorophor A übertragen, was dann zur Emission von zu-
meist langwelligerer Fluoreszenz (rot) führen kann. Strahlungslose Deaktivierungsprozesse sind nicht
eingezeichnet.

Der Fluoreszenz Resonanzenergietransfer (FRET), der zu Ehren seines Entdeckers Theo-
dor Förster auch Förster Resonanzenergietransfer genannt wird, ist ein physikalischer Prozess
der Energieübertragung zwischen zwei Fluorophoren [38, 39]. Wie in Abbildung 2.5 gezeigt,
befindet sich ein Fluoreszenzfarbstoffmolekül (im Folgenden Donor genannt) zunächst im
angeregten Zustand (z.B. nach Absorption eines Photons). Anstelle der Emission eines Fluo-
reszenzphotons kann der Donor in den Grundzustand relaxieren, wenn er seine Energie strah-
lungslos über Dipol-Dipol-Wechselwirkung an ein anderes Fluoreszenzfarbstoffmolekül (im
Folgenden Akzeptor genannt) überträgt, welcher sich dann im angeregten Zustand befindet.
Der Energietransfer kann also als zusätzlicher Deaktivierungsprozess des angeregten Donor-
zustandes betrachtet werden. Die FRET-Effizienz

E =
kT

kT + k f + knr
=

kT

kT + kD
(2.9)

ist definiert als das Verhältnis aus der Energietransferrate kT und der Summe aus der Energie-
transferrate selbst, der Rate für die Donorfluoreszenz k f und der Rate knr aller Übergänge, über
die der angeregter Donor strahlungslos in seinen Grundzustand zurückkehren kann. Theodor
Förster hat 1946 als erster die Energietransferrate mit Hilfe der klassischen Physik hergeleitet.
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Hierbei betrachtete er die Fluorophore als Hertzsche Dipole, die über eine Entfernung R mit-
einander wechselwirken und konnte damit eine richtige Voraussage für die Abstandsabhängig-
keit der Transferrate treffen. Nur zwei Jahre später veröffentlichte er eine quantenmechanische
Herleitung, die zu der selben Abstandsabhängigkeit führte:

kT =
1

τD

(
R
R0

)6

(2.10)

mit der Fluoreszenzlebensdauer τD des Donors, dem Abstand R und dem Försterradius R0.
Durch Einsetzen von Gleichung (2.10) in Gleichung (2.9) ergibt sich die Transfereffizienz:

E =
1

1+
(

R
R0

)6 . (2.11)

Der Försterradius entspricht genau dem Abstand, bei dem 50% der Energie auf den Akzeptor
übertragen wird. Er liegt typischerweise im Bereich von 2 bis 6nm [36]. In Abbildung 2.6a
ist die FRET-Effizenz in Abhängigkeit vom Abstand R dargestellt. Gerade im Bereich um den
Försterradius führen Abstandsänderungen zu signifikanten Änderungen der FRET-Effizienz,
da hier E(R) die größte absolute Steigung aufweist. Der Försterradius

R6
0 =

(
8.79×1025

)
κ

2n−4QDJDA (2.12)

mit dem Orientierungsfaktor κ2 (siehe unten), dem Brechungsindex n, der Quantenausbeute
QD des Donors und dem Überlappintegral JDA, hängt von den spezifischen Eigenschaften der
Farbstoffe und der Orientierung zueinander ab.

Abbildung 2.6b erklärt, das es einen spektralen Überlapp des Emissionsspektrums des Do-
nors mit dem Absorptionsspektrum des Akzeptors geben muss, damit der Resonanzenergie-
transfer stattfinden kann. Das Überlappintegral

JDA =
∫

∞

0
fD (λ )εA (λ )λ

4dλ (2.13)

mit dem molaren Extinktionskoeffizienten des Akzeptors εA (λ ) und dem auf eins normier-
ten Emissionsspektrum des Donors, beschreibt die Wahrscheinlichkeit dafür, dass Donor und
Akzeptor in Resonanz treten. Alle Parameter, die in Gleichung (2.12) verwendet werden, sind
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Abbildung 2.6 a) Abhängigkeit der FRET-Effizienz vom Abstand R; Försterradius R0, bei dem eine
Effizienz von 50% erreicht wird. Die grau hinterlegte Fläche kennzeichnet den auf Abstandsänderun-
gen sensitivsten Bereich. b) Beispiel eines spektralen Überlapps (grau hinterlegte Fläche) eines Donor-
Emmisionsspektrums (grün) und eines Akzeptor-Absorptionsspektrum (rot) c) schematische Darstel-
lung der Orientierung der Übergangsdipolmomente d (Donor) und a (Akzeptor), dem normierten Ver-
bindungsvektor rDA und den Winkeln θD, θA und θT zwischen diesen Vektoren.

experimentell zugänglich, abgesehen vom Orientierungsfaktor

κ
2 = [d ·a−3(d · rDA)(a · rDA)]

2 (2.14)

oder äquivalent
κ

2 = (cosθT −3cosθDcosθA)
2 (2.15)

mit den Übergangsdipolmomenten d und a des Donors bzw. Akzeptors, dem normierten Vek-
tor rDA, der die Dipole miteinander verbindet, dem Winkel θT zwischen den beiden Über-
gangsdipolmomenten und den Winkeln θD und θA, welche sich zwischen dem Übergangsdi-
polmoment des jeweiligen Dipols und dem Verbindungsvektor rDA befinden. Abhängig von
der jeweiligen Orientierung der Dipole zueinander kann κ2 Werte zwischen 0 und 4 anneh-
men. Ein Wert von 0 wird erreicht, wenn beide Übergangsdipolmomente senkrecht zueinander
liegen. Der Maximalwert 4 entspricht dem Fall, dass sowohl die Dipolmomente als auch der
Verbindungsvektor auf einer Geraden liegen. Und ein Wert von 1 wird erreicht, bei parallelen
Dipolmomenten, die jedoch einen Winkel größer Null mit dem Verbindungsvektor bilden. Bei
frei beweglichen Fluorophoren führt eine statistische Mittelung über alle möglichen Orientie-
rungen zu κ2 = 2/3.
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2.3 Fluoreszenz Resonanzenergietransfer (FRET)

2.3.2 Theorie zur Bestimmung der FRET-Effizienz aus Messdaten

Experimentell zugängliche Größen zur Bestimmung der FRET-Effizienz sind sowohl Fluores-
zenzintensitäten als auch Fluoreszenzlebensdauern. Um nun anhand dieser Daten die FRET-
Effizienz bestimmen zu können, betrachten wir zunächst die Rate des Energietransfers kt

indem wir die Fluoreszenzlebensdauer des Donors in Anwesenheit eines Akzeptors τDA =

1/(k f +knr +kt) mit der Lebensdauer in Abwesenheit eines Akzeptors τD = 1/(k f +knr) ver-
gleichen.1

kt =
1

τDA
− 1

τD
(2.16)

Zusammen mit Gleichung (2.9) lautet die Effizienz des Energietransfers :

E = 1− τDA

τD
. (2.17)

Das bedeutet, dass durch die Messung der Fluoreszenzlebensdauer des Donors einmal in An-
wesenheit (τDA) und einmal in Abwesenheit des Akzeptors (τD), die FRET-Effizienz E be-
stimmt werden kann. Desweiteren ist es möglich, diese Effizienz über gemessene Fluores-
zenzintensitäten zu bestimmen. Die gesamte Fluoreszenzintensität Ix, die über die Zeit gemes-
sen wird, entspricht der Fläche unter der Fluoreszenzabklingkurve

Ix =
∫

∞

0
I0
x exp(−t/τ) ·dt = I0

x τ (2.18)

und ist deshalb direkt proportional zur Fluoreszenzlebensdauer τ und der Amplitude I0
x . Glei-

chung (2.17) kann daher umgeformt werden zu:

E = 1−
IDA/I0

DA

ID/I0
D

(2.19)

Unter der Voraussetzung, dass die Größen Io
DA und Io

D während der Messung als konstant be-
trachtet werden können, ergibt sich die vereinfachte Form:

E = 1− IDA

ID
=

ID− IDA

ID
(2.20)

1Es ist anzumerken, dass k f und alle anderen Raten ki unabhängig von der An- oder Abwesenheit des Akzeptors
sind, da der Energietransfer lediglich einen weiteren Deaktivierungskanal des angeregten Donorzustandes
darstellt [40]
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mit den Fluoreszenzintensitäten IDA bzw. ID in An- bzw. Abwesenheit des Akzeptorfarbstof-
fes. Bei Messungen an Molekülen, die sowohl mit einem Donor als auch mit einem Akzeptor
markiert sind, ist eine weitere Modifizierung der Gleichung (2.20) nötig. Hierfür ist es al-
lerdings unabdingbar, dass die Fluoreszenz beider Farbstoffe getrennt voneinander detektiert
werden kann. Betrachten wir den Summanden ID− IDA im Zähler der Gleichung (2.20) so ent-
spricht dieser genau dem Verlust an Fluoreszenz, der durch die Anwesenheit des Akzeptors
auf diesen übertragen wurde. Der Nenner hingegen entspricht der Fluoreszenz des Donors in
Abwesenheit des Akzeptors. Folgende modifizierte Gleichung trägt dem Rechnung:

E =
IAD

γIDA + IAD
. (2.21)

Hierbei ist IAD (im Idealfall) die Akzeptorfluoreszenz bei Anwesenheit des Donors korrigiert
um die direkte Anregung des Akzeptors und das Übersprechen der Donorfluoreszenz in den
Akzeptordetektionskanal. Der Korrekturfaktor γ berücksichtigt die Quantenausbeuten QAD

des Akzeptors und QDA ≈ QD des Donors und die unterschiedlichen Kollektionseffizienzen
ηD und ηA der Detektionskanäle der Donor- und Akzeptorfluoreszenz. Er ergibt sich zu:

γ =
QADηA

QDηD
(2.22)

Hierzu jedoch mehr in Kapitel 3.8.5. [41–44]
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Abbildung 3.1 Schematische Darstellung des Einzelmolekülversuchs. a) Immobilisierung des fluo-
reszenzmarkierten Proteins auf funktionalisierter Oberfläche; b) Fluoreszenzmessung an selbstgebau-
tem Objective Type-TIRF Mikroskop; c) Detektion von Fluoreszenzintensitäten, gemessen über der
Zeit; Zuordnung der Fluoreszenz zu jeweils einem Donor-Akzeptorpaar; d) Ermittlung der FRET-
Effizienz anhand der gemessenen Daten.

In diesem Kapitel werden die Materialien und Methoden beschrieben, die im Verlauf dieser
Arbeit zur Anwendung kamen. Hierbei werden zunächst die Proteinkonstrukte beschrieben.
Sowohl die Position der Fluoreszenzfarbstoffe an den hergestellten Konstrukten mit den an-
hand der Kristallstruktur erwarteten FRET-Effizienzen wird beschrieben als auch die Oberflä-
chenimmobilisierung dieser Proteinkonstrukte, die für die in Abbildung 3.1 sehr vereinfacht
dargestellten Einzelmolekülmessungen von nöten ist (3.1a). Die biochemischen Methoden
werden aufgeführt. Und schließlich werden die verschiedenen Messmethoden erklärt, wo-
bei das selbstgebaute Einzelmolekülfluoreszenzmikroskop (3.1b,c) und die Auswertung der
Daten (3.1d) hier im Fokus stehen sollen.
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Name Abstände farblich
[Å] gekennzeichnet in

psToc34SZ 19 grün
psToc34SZD36C 88 rot
psToc34SZV78C 50 blau

psToc34SZV78C/R133A 50 gelb

Tabelle 3.1 Abstände der Cysteine der verschiedenen psToc34SZ Dimere und deren farbliche Kenn-
zeichnung aus Abbildung 3.2.

3.1 Cysteinmutanten

In Abbildung 3.2 ist die Kristallstruktur des psToc34 in einer homodimeren Konformation
gezeigt. Die grün markierten Aminosäuren kennzeichnen die Positionen des Cysteins 215 im
Wildtyp. Für diese Arbeit wurden Cysteinmutanten hergestellt, um diese spezifisch fluores-
zenzmarkieren zu können. Hierzu wird das nativ vorhandene Cystein durch ein Serin ersetzt
und das in Abbildung 3.2 rot dargestellte Aspartat 36 bzw. das blau gekennzeichnete Valin
78 durch jeweils ein Cystein ersetzt. Von der V78C Mutante wird außerdem eine Arginin-
fingermutante hergestellt, bei der Arginin 133, welches gelb gekennzeichnet ist, durch Valin
ausgestauscht wurde. Da in dieser Arbeit das Dimerisierungsverhalten des Toc34 untersucht
werden soll, für psToc34 jedoch eine Dissoziationskonstante von 50 µM gefunden wurde [25],
was für Einzelmolekülmessungen etwa 6 Größenordnungen zu hoch ist, wurden alle genann-
ten Mutanten mit einem „Spacer-Zipper“ Konstrukt in räumliche Nähe gebracht. Die Amino-
säuresequenz des Spacers beträgt: RAGETVKAEEQINMEDLMEA die des Zippers:
QLQKAEEWKRRYEKEKEKNARLKGKVEKLEIELARWRQ. Hierbei handelt es sich um
die Sequenz der Halssuperhelix des Kinesins der Drosophila melanogaster Fruchtfliege [45,
46], welche unter den gegebenen Messbedingungen (Raumtemperatur) eine stabile Superhe-
lix ausbildet [47]. Zusätzlich ist jeweils das GDP mit angegeben (violett dargestellt), um zu
veranschaulichen, an welcher Position, bezüglich der Dimerisierungsschnittstelle die Nukleo-
tidbindung stattfindet. Die hergestellten Mutanten sind in Tabelle 3.1 zusammengestellt.

3.1.1 Lokale Proteinkonzentration des „Spacer-Zipper“
Konstrukts

Zur Abschätzung der lokalen Konzentration der psToc34SZ wird das maximale Kugelvolu-
men bestimmt, in dem sich die beiden Protomere befinden können. Der Radius dieser Kugel
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3.2 Farbstoffe

Abbildung 3.2 Kristallstruktur des Toc34 Dimers; gekennzeichnet sind: Die Positionen des nativen
Cysteins 215 (grün) und die Positionen von Aspartat 36 (rot) bzw. Valin 78 (blau), welche jeweils durch
ein Cystein ersetzt wurden; die Position des Arginins 133 (Gelb) im Argininfinger, welches durch Valin
ersetzt wird; das Nukleotid GDP (violett), welches in der Kristallstruktur an der gezeigten Position
gefunden wurde.

ergibt sich aus der Länge des langgestreckten 20 Aminosäure langen „Spacers“ und dem Ab-
stand des N-terminalen Alanins zur am weitesten entfernten Aminosäure Aspartat 219 des
psToc34. Mit einer Länge von 0,365 nm pro Aminosäure [48] und dem aus der Kristallstruk-
tur ermittelten Aminosäureabstand von 5,45 nm ergibt sich ein größtmöglicher Kugelradius
von rmax = 12,7 nm mit einem größtmöglichen Volumen von Vmax = 8,58 · 10−24 l, wel-
ches beide Protomere einnehmen können. Die minimale molare Konzentration beträgt damit
cmin = 388 µM, die lokale Proteinkonzentration liegt somit stets über der Dissoziationskon-
stante von KD = 50 µM des GDP gebundenen psToc34 Dimers ohne „Zipper“.

3.2 Farbstoffe

Die zumeist verwendeten Farbstoffen sind ATTO 550 und ATTO 647N (beides ATTO-Tec
GmbH Siegen, Deutschland). Es handelt sich bei den Farbstoffen um Rhodaminderivate mit
einer Maleimid-Gruppe, welche über eine Schwefelbrücke an das Cystein der jeweiligen Pro-
teinmutante binden können. Der Försterradius zwischen diesen beiden Fluorophoren beträgt
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ATTO 550 ATTO 647N
Absortionsmaximum [nm] 554 644
Emissionsmaximum [nm] 576 669

max. Extinktionskoeffizient [M−1cm−1] 120000 150000
Quanteneffizienz 0,80 0,65

Fluoreszenzlebensdauer [s−1] 3,2 4,3

Tabelle 3.2 Spektrale Eigenschaften der in der Arbeit verwendeten Fluorophore. Die angegebenen
Werte beziehen sich auf das in Wasser gelöste freie Fluorophor.

6,5 nm, womit sich die in Abbildung 3.3 gezeigte Abstandsabhängigkeit der FRET-Effizienz
ergibt. Zusätzlich sind noch die Abstände zwischen den Cysteinen der jeweiligen Mutante
eingetragen, welche sich aus der Kristallstruktur ablesen lassen.
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Abbildung 3.3 Abstandsabhängigkeit der FRET-Effizienz für das Farbstoffpaar ATTO 550 (Donor)
und ATTO 647N (Akzeptor) mit einem Försterradius bei 6,5 nm, bei dem 50% der Anregungsenergie
des Donors auf den Akzeptor übertragen wird. Die Abstände zwischen den Cysteinen (welche sich
aus der Kristallstruktur ablesen lassen) der jeweiligen Mutante sind bei der jeweiligen FRET-Effizienz
markiert.

3.3 Transitpeptid

Bei dem verwendeten Transitpeptid handelt es sich um eine C-terminale Teilsequenz des Pro-
teins pSSU aus Nicothiana tabacum mit folgender Aminosäuresequenz:
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3.4 Aluminiumfluorid

VAPFTGLKSAAS(p)FPVSRKQNLDITSC. Serin 12 liegt hierbei phosphoriliert (p) vor und
N-terminal ist ein Cystein (C) hinzugefügt, an welchem das Transitpeptid mit Maleimid Farb-
stoffen markiert werden kann.

3.4 Aluminiumfluorid

In Abbildung 3.4 ist schematisch dargestellt, wie Aluminiumfluorid als Imitat für die Phos-
phatgruppe des GTP‘s im Übergangszustand der Hydrolyse gesehen werden kann [49, 50].
Zunächst ist in a) der Übergangszustand während der Phosphoryl-Transferreaktion verdeut-
licht, bei dem es sich um eine nukleophile Substitution zweiter Art handelt. Die gestrichelten
Linien sollen verdeutlichen, dass es sich hierbei um Bindungen während des Übergangszu-
standes handelt. Dieser Zustand kann imitiert werden durch b) Aluminiumtetrafluorid und
oder c) Aluminiumtrifluorid.

O O

O

F

F

FF

F
F

F

NDP O P O R NDP O Al O R NDP O Al O R

(a) (b) (c)

Abbildung 3.4 GDP•AlFx imitiert Phosphatgruppe im Übergangszustand. Schematische Darstellung
von a) Übergangszustand während der Phosphoryl-Transferreaktion, welche imitiert wird durch (b)
Aluminiumtetrafluorid und (c) Aluminiumtrifluorid. Gestrichelte Linien kennzeichnen, dass es sich um
eine Bindung während des Übergangszustandes handelt. Ladungsverteilungen sind nicht mit einge-
zeichnet. NDP... Nukleotiddiphosphat; R... organischer Rest; nach [49].

3.5 Biochemische Methoden

3.5.1 Verwendete Puffer

Waschpuffer pH 8,0
10 mM Imidazol
50 mM Tris
300 mM NaCl
10 mM L-Arginin
1 mM MgCl(2)
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5% Glycerol

Elutionspuffer pH 8,0
500 mM Imidazol
20 mM Tris pH 8,5
50 mM NaCl
10 mM L-Arginin
1 mM MgCl(2)
5% Glycerol

M-Puffer pH 7,5
20 mM Tris pH 8,5
150 mM NaCl
3 mM MgCl(2)

3.5.2 Expression und Zellaufschluss

Die Expression des Toc34 beginnt mit dem Animpfen einer Übernachtkultur. Hierzu werden
circa 40 ml LB0-Medium in einem 200 ml Erlenmeyerkolben mit 50 µg/ml Carbenizillin ver-
setzt und dies mit einem Teil einer 20% glycerinhaltigen Bakterienkultur angeimpft, welche
bei −80◦C gelagert ist. Anschließend wird der Kolben bei 37◦C und 180 rpm über Nacht ge-
schüttelt. Am Folgetag werden 500 ml LB0-Medium mit 25 µg/ml Carbenizillin versetzt und
in einen Erlenmeyerkolben gegeben. Dieses wird mit 20 ml der Übernachtkultur angeimpft
und bei 37◦C und 180 rpm solange geschüttelt, bis eine optische Dichte von 0,6 bei einer
Wellenlänge von 600 nm erreicht ist (UV-Vis Spektrometer: Live Science UV/VIS Spectro-
photometer DU 730, Beckman Coulter, Fullerton, Kalifornien USA). Nun wird die Expression
durch Zugabe von 500 µl 1M IPTG induziert. Nach weiteren vier Stunden erfolgt das Ernten
der Bakterien, wofür die Bakterienkultur für 20 min bei 4600 rpm mit maximaler Beschleuni-
gung und bei 4◦C zentrifugiert wird (Hettich Rotanta 460R, GMI, Ramsey, Minnesota USA).
Der Überstand wird entsorgt und das Pellet in insgesamt 20 ml Waschpuffer resuspendiert.
Diese Lösung kann bei −20◦C gelagert werden. Die Zellen im gekühlten Zellpellet werden
mitttels einer French Press (Thermo IEC, er Scientific Company L.L.C. USA) bei einem Druck
von 1200 bar aufgeschlossen
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3.5.3 Proteinaufreinigung

Für die Proteinaufreinigung müssen die restlichen Zellbestandteile von der Proteinlösung ab-
getrennt werden. Dies geschieht zunächst durch 35 minütige Zentrifugation (Avanti J-E, Rotor
JA17, Beckman Coulter, Fullerton, Kalifornien USA) bei 17000 rpm und 4◦C. Der Überstand
enthält die exprimierten Proteine. Ein weiterer Aufreinigungsschritt erfolgt über die Ni-NTA
Säule (HisTrapTM HP, GE Healthcare, Fairfield, Connecticut USA), welche zuvor über fol-
gendes Schema regeneriert wurde:

6 Säulenvolumen (SV) ddH2O
2 SV Ni-NTA Säulenreiniger
2 SV 0,5 M EDTA
2 SV ddH2O
2 SV 0,1 M NaOH
6 SV ddH2O
2 SV 100 mM NiCl3
1 SV ddH2O
4 SV Waschpuffer

Der Überstand wird nach dem Regenerieren der Ni-NTA Säule uber einen Filter (Filtropur S
0.2, Sarstedt, Numbrecht, Deutschland) aufgebracht. Nachdem die beladene Säule mit 20 SV
Waschpuffer gewaschen wird, werden sechs Elutionen mit Hilfe des Elutionspuffers entnom-
men. Dabei umfassten die Elutionen 1 bis 4 jeweils 0,5 ml und die Elutionen 5 und 6 jeweils
1,0 ml. Da Toc34 temperatursensibel ist, wird es während der weiteren Handhabung stets auf
Eis gelagert. Zumeist enthielt Elution 3 die höchste Proteinkonzentration.

3.5.4 Konzentrationsbestimmung

Zur Konzentrationsbestimmung von Protein oder Farbstoff wird das NanoDrop ND-1000
Spectrophotometer (NanoDrop Technologies, Wilmington, Delaware USA) verwendet, wo-
für jeweils 2 µl der Lösung gebraucht wurden. Die verwendeten Extinktionskoeffizienten der
Fluorophore laut Hersteller sind in Tabelle 3.2 beschrieben und die der Proteine stehen in
Tabelle 3.3 aufgelistet, die Extinktionskoeffezienten der Proteine bei 280 nm berechnen sich
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Extinktionskoeffizienten bei 280 nm
psToc34 34950 M−1cm−1

psToc159 21555 M−1cm−1

GDP 7705 M−1cm−1

Tabelle 3.3 Extinktionskoeffizienten von Toc34, Toc159 und GDP.

nach

εProtein = NTyr · εTyr +NTrp · εTrp +NCys · εCys (3.1)

mit Nx der Anzahl der Aminosäuren Tyrosin (Tyr), Triptophan (Trp) und Cystein (Cys)
und ihren Extinktionskoeffizienten εTyr = 1490 M−1cm−1, εTrp = 5500 M−1cm−1 und εCys =

125 M−1cm−1 [51].

3.5.5 Fluoreszenzmarkieren der Proteine

Die beiden verwendeten ATTO Farbstoffe werden in M-Puffer gelöst und nicht wie im übli-
chen Protokoll in DMSO, da festgestellt wurde, dass Toc34 in Anwesenheit von DMSO zur
Aggregation neigt. Des weiteren wird ein Protein zu Fluorophor Verhältnis von 1:1 gewählt,
da auch das Abtrennen des freien Fluorophors vom fluoreszenzmarkierten Protein mit einem
hohen Proteinverlust verbunden war, der durch Aggregation des Proteins hervorgerufen wur-
de. Die Inkubation erfolgte über eine Zeit von 90 Minuten im Dunkeln auf Eis.

3.5.6 Oberflächenimmobilisierung

Um die einzelnen psToc34-Moleküle beobachten zu können, mussten diese an einer funktio-
nalisierten Oberfläche fixiert werden. Die Funktionalisierung selbst ist in Unterkapitel 3.6.4
beschrieben, hier soll es lediglich um die Immobilisierung der Proteine gehen. Dies geschah
mit Hilfe der Biotin-Streptavidin-Bindung, bei der es sich um die stärkste bekannte nicht-
kovalente chemische Bindung handelt [52] und die sich in Einzelmolekülmessungen etabliert
hat [53–55]. Wie in Abbildung 3.5 illustriert, bindet dieses tetramere Streptavidin (Iba GmbH,
Göttingen), welches vier Bindetaschen für Biotin besitzt, zunächst an das auf der funktiona-
lisierten Oberfläche befindliche Biotin-Peg. An dieses gebundene Streptavidin wird nun ein
Biotin-X NTA (Biotrend Chemikalien GmbH, Köln, Deutschland) gebunden („X“ steht hier-
bei für einen 5-Aminopentansäure-Linker) welches zusammen mit Nickel und dem His-Tag
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Abbildung 3.5 Illustration der Oberflächenimmobilisierung. An das PEG-Biotin der funktionalisier-
ten Oberfläche kann Streptavidin binden und an dieses bindet Biotin-X NTA. Zusammen mit Nickel
und dem His-Tag des Proteins bildet sich ein stabiler Chelatkomplex.

des Proteins einen stabilen Chelatkomplex bildet [56]. Nun ist das Protein startklar für die
Messungen.

3.6 Herstellen der Flusskammern

Im Rahmen dieser Arbeit wurden Flusskammern benötigt, welche auf die in diesem Unterka-
pitel beschrieben Art hergestellt wurden.

3.6.1 Zuschneiden von Deckgläschen und Nescofilm

In das untere Deckgläschen (0,17 mm Stärke, 24×60 mm; Roth, Karlsruhe, Deutschland)
müssen für die Verwendung als Teil einer Flusskammer zwei Löcher geschnitten werden. Das
Zuschneiden erfolgt mit dem Lasercutter Speedy 100 (Trotec, München, Deutschland) nach
der in Abbildung 3.6 schwarz dargestellten Vorlage. Desweiteren wird unten links eine leichte
Markierung in die Deckgläschen geritzt, um die später funktionalisierte Seite identitifizieren
zu können. Das Zuschneiden des Nescofilms (Roth, Karlsruhe, Deutschland) wird identisch
durchgeführt, jedoch wird hier das in Abbildung 3.6 rot illustrierte Schnittmuster verwendet.
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Nescofilm

Loch 1 Loch 2

Markierung

Abbildung 3.6 Illustration der mit dem Lasercutter geschnittenen Deckgläschen (schwarz) und einer
aufgebrachten Nescofilmschicht (rot), welche ebenfalls zurechtgeschnitten wird.

3.6.2 Reinigung der Deckgläschen

Nachdem die Deckgläschen mit dem Lasercutter präpariert wurden, müssen sie noch gereinigt
werden. Hierzu wird zunächst eine Reinigung mit Hilfe einer Piraña Lösung durchgeführt.
Hierbei bildet sich Peroxomonoschwefelsäure, welche organische Verbindungen hauptsäch-
lich zu Kohlenstoffdioxid und Wasser oxidiert: H2SO4 + H2O2 → HSO3(OOH) + H2O. Bei
der Reinigung wird folgendermaßen vorgegangen: Die Deckgläschen werden im Ultraschall-
bad in 2% Hellmanexlösung 10 min gewaschen, mit ddH20 abgespült und zweimal in ddH20
für 10 min gewaschen im Ultraschallbad. Dann werden die Deckgläschen für 2 Stunden bei
60°C (im Wärmebad) in Pirañalösung gereinigt (Piraña:1 Teil H2O2 (50 ml, 30%ig) 3 Tei-
le (150 ml) H2SO4, beides Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland), wobei hier darauf zu
achten ist, das Staining Jar zuvor auf 60°C zu temperieren, damit kein Glasbruch entsteht,
aufgrund der sehr hohen Temperatur, die aufgrund der exothermen Reaktion bei der Bildung
von Peroxomonoschwefelsäure entsteht. Anschließend werden die Deckgläschen mit ddH20
gespült und im Ultraschallbad einmal in 2% Hellmanex 10 min gewaschen. Während des ge-
samten Umgangs mit Piraña ist auf das Tragen von Schutzkleidung und einer Schutzbrille zu
achten gewesen.

Nach diesem Schritt erfolgt die Reinigung mittels RCA. Da Wasserstoffperoxid (Bestandteil
dieser Lösung) stark oxidierend wirkt, beginnen Glasoberfläche und darauf befindliche Parti-
kel zu oxidieren, das führt dazu, dass die Adhäsionskräfte zwischen Partikel und Glasoberflä-
che abnehmen und sich die Partikel dadurch lösen können. Das Ammoniumhydroxid ätzt die
Glasoberfläche an und unterätzt somit die Partikel. Ebenso entsteht durch die Hydroxidionen
eine negative Ladung der Glasoberfläche und der Partikel, was eine Abstoßung vorhandener
Partikel bewirkt und zugleich einer erneuten Anlagerung der Partikel vorbeugt. Das Proto-
koll für diesen Reinigungsschritt lautet folgendermaßen: Die Deckgläschen im Ultraschallbad
zweimal in 2% Hellmanex 10 min waschen (dieser Schritt kann eingespart werden, wenn die
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Knabberwasser-Reinigung erst kurz zuvor beendet wurde) und zwischendurch mit ddH20 spü-
len. Deckgläschen im Ultraschallbad zweimal in ddH20 10 min waschen und anschließend für
2 h bei 60°C (im Wärmebad) in RCAlösung reinigen (RCA: 1 Teil H(2)O(2) (30 ml, 30%ig):
5 Teile ddH2O (150ml) : 1 Teil NH3 (30ml, 33% puriss.), beides Sigma Aldrich, Taufkirchen,
Deutschland). Deckgläschen mit ddH20 spülen und anschließend im Ultraschallbad in ddH20
je 10 min waschen. Deckgläschen ddH20 spülen und in ddH20 über Nacht lagern. Anschlie-
ßend folgt die Funktionalisierung.

3.6.3 Silanisierung der Oberflächen

Die gereinigten Deckgläschen werden erneut zweimal für je 10 min. in ddH20 beschallt und
zwischendurch mit ddH20 gespült. Die nun gereinigten Deckgläschen werden mit Stickstoff
aus einer Gasflasche getrocknet, bis sowohl die Deckgläschen selbst, als auch der Teflonhalter
und das Stainig Jar vollständig getrocknet sind, denn je weniger Wasser während der Ami-
nosilanisierung in der Umgebung der Deckgläschen ist, desto effektiver ist die Silanisierung.
Die nun trockenen Deckgläschen werden zuerst 5 min in sauberem HPLC-Aceton (Sigma
Aldrich, Taufkirchen) inkubiert und dann in eine Lösung von 200 ml HPLC-Acteton mit 1 ml
Vectabond (Axxora, Lörrach) transferiert. Die Deckgläschen werden 10 min darin gebadet was
zur Aminosilanisierung der Oberfläche führt, wodurch ein späteres Anbinden von NHS-PEG
(N-Hydroxy-Succinimidyl-Polyethylenglycolester; Rapp Polymere, Tübingen, Deutschland)
ermöglicht wird. Anschließend werden die Deckgläschen einzeln in einem Becherglas mit
500 ml ddH2O mit Hilfe einer Pinzette ausgeschwenkt, wobei das Wasser nach jedem zweiten
Deckgläschen gewechselt wird. Hierbei wird das ungebundene Vectabond abgespült und zu-
sätzlich kann die Hydrophobizität getestet werden. Anschließend folgt die Funktionalisierung.

3.6.4 Funktionalisierung der Oberflächen

Für die Beschichtung mit NHS-PEG bzw. NHS-PEG-Biotin in einem molaren Verhältnis von
1:16 werden 80 mg von 5 kDa NHS-mPeg (N-Hydroxy-Succinimidyl-Methoxy-Polyethylen-
glycolester) mit 3 mg von 3 kDa NHS-Biotin-PEG (N-Hydroxy-Succinimidyl-Biotin-Poly-
ethylenglycolester, beide Rapp-Polymere, Tübingen, Deutschland) in 600 µl 100 mM NaHCO3

(ph 9,5) gelöst. Diese Lösung wird eine Minute bei höchster Umdrehungszahl in einer Tisch-
zentrifuge zentrifugiert und dann werden circa 50 µl auf die zu beschichtende (mit Lasercutter
markierte) Oberfläche aufgebracht und mit einem zusätzlichen Deckgläschen (Roth, Karls-
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ruhe, Deutschland) abgedeckt. Die nun folgende Oberflächenfunktionalisierung findet unter
Lichtabschluss für mindestens vier Stunden und bei hoher Luftfeuchtigkeit statt, um sowohl
dem photoinduzierten Zerfall des PEG‘s als auch der Austrocknung entgegenzuwirken. Da-
nach werden die oberen Deckgläschen entfernt und überschüssiges PEG durch Schwenken in
ddH2O abgewaschen. Hier empfiehlt es sich das Wasser nach jedem Deckgläschen zu wech-
seln. Auch hier werden 500 ml Bechergläser verwendet. Abschließend werden die funktio-
nalisierten Deckgläschen mit Stickstoff trocken geblasen und im Staining Jar trocken, dunkel
und kühl gelagert.

3.6.5 Zusammenbau der Flusskammer

Auf einem Stück Aluminiumfolie werden folgende Materialien in angegebener Reihenfolge
übereinandergelegt: Unten liegt das funktionalisierte Deckgläschen, mit der beschichteten Sei-
te nach oben ausgerichtet, hierauf wird die aus Nesco-Film (Carl Roth, Karlsruhe) mit einem
Laser-Cutter (Speedy 100 von Trotec, München, Deutschland) geschnittene Flusskanalstruk-
tur, welche in Abbildung 3.6 rot dargestellt ist passend auf die funktionalisierte Oberfläche
gelegt und abschließend mit einem mit 2% Hellmanexlösung gereinigtem Deckglas abge-
deckt. Damit ein abgedichteter Flusskanal entstehen kann, muss der Nescofilm über seine
Schmelztemperatur gebracht werden. Dies wird mittels einer Heizplatte, die auf 80°C vor-
geheizt wurde ermöglicht. Um ein gleichmäßiges Schmelzresultat zu erzielen, wird sowohl
unter als auch über das Deckgläschen-Nescofilm-Deckgläschen Paket ein Objekträger gelegt,
so dass nun beim Zusammendrücken dieses Pakets ein gleichmäßiger Druck entstehen kann.
Nach circa zwei Minuten war die Kammer zusammengeschmolzen, was an dem Wandel des
Aussehens des Nescofilms von milchig-trüb zu durchsichtig erkennbar war.

3.6.6 Flusskammer im Versuchsaufbau

Die hergestellten Flusskammern werden wie in Abbildung 3.7 gezeigt in den Versuchsaufbau
eingebaut. Der eingezeichnete Probenhalter enthält zwei Bohrlöcher mit Gewinde für den Zu-
und den Ablauf der Probenlösung. Die Flusskammer muss passend hierauf gesetzt werden.
Die Verbindung der Flusskammer zum Probenvolumen und zum Ablauf wird realisiert durch
einen PE-Mikro-Schlauch (Außendurchmesser: 0,96 mm, Innendurchmesser: 0,58 mm) wel-
cher durch einen Hohlgewindestift gefädelt wird und einem Tygon-Schlauch (Außendurch-
messer 2,4 mm, Innendurchmesser: 0,8 mm) als Steckverbindung (beide Neolab, Heidelberg),
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Schlauch

Hohlgewindestift

Probenhalter

Deckgläschen
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Nescofilm

Spritzenpumpe
Probe

Abbildung 3.7 Illustration der Flusskammer im Versuchsaufbau.

was in Abbildung 3.7 illustriert ist. Die Probe selbst wird durch die Kammer gesogen, was
durch die Spritzenpumpe PHD 2000 Advanced Syringe Pump (Harvard Apparatus GmbH,
March-Hugstetten, Deutschland) erfolgt.

3.7 Fluoreszenzspektrometer

Die Fluoreszenz-Ensemblemessungen in dieser Arbeit werden am Fluoreszenzspektrometer
FP-6500 durchgeführt (Jasco Deutschland GmbH, Groß-Umstadt, Deutschland). Der Aufbau
dieses Instruments ist in Abbildung 3.8 schematisch dargestellt.

Das emittierte Licht der 150 W Xenonlampe wird auf den Eintrittsschlitz des Anregungs-
monochromators durch einen ellipsoiden Spiegel und einen Kugelspiegel gebündelt. Das Licht
vom Eingangsschlitz wird vom Beugungsgitter gestreut und monochromatisches Licht tritt am
Ausgangsschlitz des Anregungsmonochromators aus. Ein Teil des monochromatischen Lich-
tes wird zum Reverenz-Photomultiplier-Tube durch einen Strahlenteiler geführt, während das
monochromatische Licht, das den Strahlenteiler durchlaufen hat, von einem Planspiegel und
einem ellipsoiden Spiegel zum Probenvolumen geführt wird, wo es auf das Zentrum der Pro-
benküvette trifft. Die Emission der Probe wird im rechten Winkel zur Anregung detektiert, der
sogenannten L-Geometrie, um einen möglichst geringen Anteil an Streulicht zu bekommen,
was im Gegensatz zur T-Geometrie steht, bei der auch das transmittierte Licht detektiert wer-
den kann. Das Fluoreszenzlicht wird von einem ellipsoiden Spiegel und einem Planspiegel auf
den Eintrittsschlitz des Emissionsmonochromators fokussiert. Der monochromatische Strahl
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150 W Xenonlampe
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Abbildung 3.8 Schematischer Aufbau des Fluoreszenzspektrometers FP-6500 nach [57]; Anregungs-
und Fluoreszenzlicht sind im rechten Winkel zueinander angeordnet. Das Fluoreszenzsignal setzt sich
zusammen aus dem Signal des Detektions-Photomultipliers und dem des Referenz-PMT.

wird herausfiltriert und vom Beugungsgitter des Emmisionsmonochromators gestreut, nach-
dem es durch den Ausgangsschlitz auf die Photomultiplierröhre geführt wird. Für Anisotropie-
Messungen können in den Anregungs- und in den Detektionsstrahlengang Polarisationsfilter
eingebaut werden, die unabhängig voneinander in Positionen senkrecht und parallel zur An-
regungsrebene eingestellt werden können.

Bei diesen Anisotropiemessungen muss die unterschiedliche Empfindlichkeit der Detekto-
ren für senkrechtes und horizontal polarisiertes Licht berücksichtigt werden, deren Verhältnis
für jede „neue“ Wellenlänge separat vor der Messung bestimmt werden muss. Sie wird be-
schrieben durch den G-Faktor und berechnet sich nach:

G =
i⊥
i‖

(3.2)

Dabei ist i⊥ die Intensität bei einer horizontalen Stellung des Anregungspolfilters und einer
senkrechten Stellung des Detektionspolfilters und i‖ entsprechend die Intensität bei einer ho-
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rizontalen Stellung beider Polfilter. Die Anisotropie selbst errechnet sich nach (2.3).

Gemessen wird stets in derselben Präzisionsküvette (TypNr. 105.254-QS, Hellma, Müll-
heim, Deutschland) mit einer Schichtdicke von 0,3 cm.

3.8 Cis-Totalreflexionsfluoreszenzmikroskop - TIRFM
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Abbildung 3.9 Schematische Abbildung des Einzelmolekülfluoreszenz-Mikroskops. Die Anregung
erfolgte mit einem grünen/roten Laser. Das Fluoreszenzlicht wird spektral aufgetrennt in den Donor-
kanal (orange) und den Akzeptorkanal (rot) und dann nebeneinander auf den Chip der Andor Ixon
Kammera (Stemmer Imaging GmbH, Puchheim, Deutschland) abgebildet. Das durch Hellfeldbeleuch-
tung erzeugte Bild der magnetischen Kugeln gelangt zur Pullnixkammera (Edmund Industrie Optik
GmbH, Karlsruhe, Deutschland). Beide Signale werden computergesteuert detektiert.

Ein Großteil dieser Doktorarbeit bestand im Aufbau eines Einzelmolekül-Cis-Totalreflexions-
fluoreszenzmikroskops (englisch: objective type total internal reflection fluorescence micros-
cope - TIRFM), welches noch zusätzlich kombiniert wird mit einer magnetischen Pinzette,
welche jedoch nicht für die hier vorgestellten Ergebnisse verwendet wurde, abgesehen von ei-
ner finalen Kalibrierung durch die Feinjustage der Magnete, ist diese jedoch fertig justiert. Als
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Abkürzung Bezeichnung Hersteller
L1, L3 Plan Konvex Linse 25 mm Thorlabs
L2, L4 Plan Konvex Linse 500 mm Thorlabs
L5, L9 Plan Konvex Linse 250 mm Thorlabs
L6, L7 Achromatische Linse 50 mm Thorlabs
L8 chromatische Linse 200 mm; 2“ Thorlabs
Spiegel Spiegel Thorlabs
OD1 Absorptionsfilter Thorlabs
PBS Polarisationsstrahlenteiler Thorlabs
Iris Iris Thorlabs
λ/2 λ/2 Plättchen Thorlabs
DS1 Dichroischer Spiegel 633 nm AHF Analysentechnik
DS2 Dichroischer Spiegel 532 nm, 633nm AHF Analysentechnik
DS3 Dichroischer Spiegel 660 nm AHF Analysentechnik
DS4, DS5 Dichroischer Spiegel 700nm AHF Analysentechnik
F1 Sperrfilter 700/75 AHF Analysentechnik
F2 Sperrfilter 590/70 AHF Analysentechnik
Spalt Spalt Newport

Tabelle 3.4 Liste der optischen Bauelemente, Thorlabs, Karlsfeld, Deutschland; AHF Analysentech-
nik, Tübingen, Deutschland; Newport, Irvine, USA.

Basis des Aufbaus, der schematisch in Abbildung 3.9 abgebildet ist, dient ein schwingungs-
gedämpfter Tisch (Stabilizer I-2000 series, Newport, Irvine, USA). Die optischen Elemente
sind in Tabelle 3.4 zusammengetragen. Das Objektiv ist feinfokussierbar mit einem Piezo-
verstellelement Pifoc (Physik Instrumente GmbH Co.Kg, Karlsruhe, Deutschland). Der Laser
kann mit einem Shutter (nicht eingezeichnet) verschlossen werden, der über einen elektrome-
chanischen Aktuator ausgelöst wird (Thorlabs, Karlsfeld, Deutschland). Dieser lässt sich über
das TTL-Signal, welches die Andor Ixon EMCCD-Kamera (Stemmer Imaging, Puchheim,
Deutschland) aussendet, auslösen. Die Messkammer ist auf einem x-y-Verschiebetisch (New-
port, Irvine, CA, USA) montiert und kann in der Fokusebene verfahren werden. In x-Richtung
geschieht dies mit Hilfe einer piezoangetriebenen Mikrometerschraube (NanoPZ Ultra-High
Resolution Actuator, Newport, Irvine, CA, USA).

3.8.1 Anregungsstrahlengang

Um den Einfall von Streulicht zu minimieren, ist nahezu der gesamte Einzelmolekülfluo-
reszenzaufbau innerhalb einer Kiste aus schwarzem Karton (Thorlabs, Karlfeld). Als Licht-
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quellen dienen ein frequenzverdoppelter NdYAG-Laser der Wellenlänge 532 nm (75 mW,
Compass 215M Coherent Inc., Santa Clara CA, USA) und ein Diodenlaser mit einer Wel-
lenlänge von 635 nm (30 mW, Lasiris, Stocker Yale, Quebec, Kanada). Im Anregungsstrah-
lengang war für beide Laser über die Kombination eines λ/2 Plättchens, mit dem die Po-
larisationsebene gedreht werden kann, und einem Polarisationsstrahlenteiler die Möglichkeit
gegeben, die Intensität des Laserstrahls stufenlos zu regulieren. Beide Laserstrahlen werden
anschließend aufgeweitet, und der für die Messung/Justage benötigte Strahlquerschnitt lässt
sich über eine Iris einstellen. Zum Bleichen der Flusskammeroberflächen beträgt die Strah-
lungsleistung hinter dieser Iris noch 7 mW (grün) für die Messungen selbst wird diese mittels
λ/2 Plättchen auf 0,3 mW reduziert. Die Laser lassen sich parallel zur Anregung verwen-
den, indem sie durch den dichroischen Spiegel DS1 (AHF Analysentechnik AG, Tübingen)
auf einander aliniert werden. Dieser Strahl wird nun mit der Linse L5 auf die Fokusebene
des Öl-Immersionsobjektivs CFI Apo TIRF 60× oil, NA 1.49 (Nikon Instruments, Japan, Ni-
kon GmbH, Düsseldorf, Deutschland) fokussiert, wobei dies in TIRF-Beleuchtung geschieht,
was bedeutet, dass der Anregungsstrahlengang genau soweit entfernt von der optischen Achse
des Objektivs liegt, dass an der Glas-Wasser-Grenzfläche eine Totalreflexion stattfindet. Dies
passiert genau dann, wenn beim Übergang von einem optisch dichten Medium (z.B. Glas, Bre-
chungsindex: n1 = 1,46) zu einem optisch dünneren Medium (z.B. Wasser, Brechungsindex:
n2 = 1,33) der einfallende Strahl einen Einfallswinkel einnimmt, der kleiner oder gleich dem
Grenzwinkel (z.B. Θc= 65,6°) ist, der sich mit dem Snelliusschen Gesetz aus den Brechungs-
indizes wie folgt berechnen lässt:

Θc = arcsin
n2

n1
(3.3)

Das hierdurch erzeugte evaneszente Feld, welches sich im optisch dünneren Medium aus-
breitet, fällt exponentiell ab. Die Eindringtiefe d ist abhängig von der Wellenlänge λ0 und dem
Einfallswinkel ΘI und kann mit folgender Gleichung berechnet werden:

d =
λ0

4π
(n2

2 sinΘI−n2
1)
−1/2. (3.4)

Bei der verwendeten Wellenlänge von 532 nm und einem geschätzten Einfallswinkel von
70° ergibt sich eine Eindringtiefe von d = 87,5 nm, bei der die Intensität des evaneszenten Fel-
des auf 1/e der ursprünglichen Intensität abgefallen ist. Dieses evaneszente und exponentiell
abklingende Feld kann nun die an der Oberfläche der Flusskammer immobilisierten und fluo-
reszenzmarkierten Proteine zur Fluoreszenz anregen. Durch diese Art der Anregung kann das
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Hintergrundsignal minimiert werden, da jegliche im Puffer schwimmende Verunreinigung ab
einer ausreichenden Entfernung von der Oberfläche nicht mehr detektiert wird und außerdem
die durch Ramanstreuung verursachten Störsignale bei 550 nm und 610 nm minimiert werden
[36, 58–61].

3.8.2 Detektionsstrahlengang

Der Detektionsstrahlengang wird zunächst fokussiert um mit Hilfe eines in der Breite verstell-
baren Spaltes den Bildbereich auf die halbe Breite des Chips der EMCCD Andor Ixon Kame-
ra einstellen zu können. Anschließend folgt eine zweite Linse mit identischer Brennweite f,
welche im Abstand 2f zur ersten Linse positioniert ist. Diese Kombination von zwei Linsen
ermöglicht nicht nur eine scharfe Abgrenzung von Donor und Akzeptorsignal auf dem CCD
Chip, sondern dient zusätzlich dem Zweck, die Strahlen, die von Punkten der Fokusebene des
Objektivs ausgehen und abseits der optischen Achse liegen, nicht zu stark divergieren zu las-
sen. Nun wird der Strahl durch einen dichroischen Spiegel spektral bei 660 nm in den Donor-
und den Akzeptorkanal aufgetrennt. Aus beiden Kanälen wird mit Hilfe zweier Sperrfilter
jeweils ein spektrales Fenster ausgeschnitten. Beide Kanäle werden nun mit einem weiteren
dichroischen Spiegel wieder aliniert und durch eine 2 Zoll Linse auf den Chip der EMCCD-
Kamera (Andor IXon DV887, Andor, Belfast, Nord Irland) fokussiert. Die EM-Verstärkung
ist auf 222 eingestellt und das Kamerabild wird mit einem 2x2 binning aufgenommen. Wenn
nicht anders beschrieben, werden alle Experimente mit 100 ms Belichtungszeit durchgeführt.

3.8.3 Durchführung der Einzelmolekülmessungen

Die Flusskammer wird wie in Abbildung 3.7 gezeigt in den Versuchsaufbau eingebaut und
sowohl an die Spritzenpumpe als auch an ein Flüssigkeitsreservoir angeschlossen. Zunächst
wird die Kammer mit 1 ml des Messpuffers äquillibriert. Dann wird die funktionalisierte Ober-
fläche fokussiert, was besonders gut am Rand der Flusskammern durchführbar ist, da hier die
Nescofilm-Puffer Grenzfläche zu einem guten Kontrast führt. Nun können die einzelnen Lö-
sungen zur Herstellung einer proteinbindenden Oberfläche nacheinander durchgespült wer-
den. Um die in Abbildung 3.5 schematisch dargestellte Proteinimmobilisierung zu erhalten,
wird zunächst Streptavidin (2 mg/ml) an die Biotinoberfläche gebunden. Anschließend wird
Biotin-NTA (20 mg/ml) an das immobilisierte Streptavidin gebunden und abschließend NiCl2
durchgespült. Die Injektionsgeschwindigkeit beträgt dabei 0,5 ml/min und das Volumen aller
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durchgespülten Lösungen liegt bei 350 µl. Zwischen jedem durchgeführten Schritt wird die
Flusskammer mit Messpuffer gespült. Nun besitzt die Kammer eine Oberfläche, welche in der
Lage ist, die Proteine zu binden. Es muss beachtet werden, dass keine Luftblasen in den Zu-
flussschlauch gelangen, damit die Funktionalität der Oberfläche erhalten bleibt. Bevor Protein
hinzugegeben wird, werden die in der Kammer befindlichen fluoreszierenden Verunreinigun-
gen geblichen. Hierzu wird die Intensität des Laserlichts bei der Wellenlänge von 532 nm
(grün) über das λ/2-Plättchen auf 7 mW erhöht, und die Kammer über dem Objektiv von
einem Rand der Flusskammer zum anderen Rand verfahren.

Da die Anbindung der Proteine nicht bei jeder Probe gleich gut funktioniert, wird zuerst
eine relativ geringe Protein-Konzentration (5 pM) in die Kammer gespült. Die Konzentration
wird so lange erhöht, bis eine genügend hohe Anzahl von markiertem Protein auf der Ober-
fläche erkennbar ist. Die Konzentration wird sukzessive erhöht, meist wird mit 50-100 pM
gearbeitet. Die Software der Andor Kamera zeigt den roten (Akzeptor) und grünen (Donor)
Kanal parallel an. Die Messung wird so durchgeführt, dass eine vielversprechende Position in
der Kammer gesucht wird, welche sich durch Signale im grünen Kanal und besonders eini-
gen Signalen im roten Kanal der Kamera auszeichnet. Hier sollten FRET-Signale vorliegen.
Wird eine solche Position gefunden, wird die Messung gestartet. Die Bilder werden mit einer
Bildrate von 8,3 Hz und einer Bildwiederholrate von 600 Bildern bei einer Belichtungszeit von
100 ms aufgenommen. Ob ausreichend Akzeptor vorhanden ist, wird mit Hilfe der direkten
Fluoreszenzanregung bei 633 nm getestet.

3.8.4 Auswertung

Die Auswertung der von der EMCCD-Kamera aufgezeichneten Filme erfolgt mit Hilfe ei-
ner von Moritz Mickler an diesem Lehrstuhl geschriebenen Auswertesoftware für IGOR Pro
(Wavemetrics, Lake Oswego, Oregon, USA). Hierzu wird der aufgenommene Film in das Pro-
gramm eingelesen und in den Donor- und den Akzeptorkanal getrennt. Die Software mittelt
über die ab einem bestimmten Zeitpunkt gewählten nächsten zehn Bilder und bestimmt die
zehn hellsten Punkte des jeweiligen Kanals und zeichnet den zeitlichen Verlauf der Signalin-
tensität an diesen zehn Punkten auf. Je nach gewählter Einstellung werden die nächsten Nach-
barpixel zum Signal hinzugerechnet. Diese ermittelten zeitlichen Fluoreszenzintensitätsver-
läufe werden mit den entsprechenden Intensitätsverläufen des anderen Kanals verglichen. Die
meist genutzte Vorgehensweise war jene, bei der man zunächst die zehn hellsten Akzeptorfluo-
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reszenzen sucht und sich dann die entsprechenden Donorintensitäten anzeigen lässt. Sowohl
die spektral getrennten Detektionskanäle als auch die Verwendung nur einer einzigen fokus-
sierenden finalen Linse führen zu optischen Verzerrungen zwischen den beiden Kanälen, die
mittels eines zweidimensionalen Polynom-Fits herausgerechnet werden können. Hierzu muss
vor den eigentlichen Messungen eine Kalibrationsmessung durchgeführt werden, bei der fluo-
reszierende Polystyrol-Kugeln (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA), welche in beiden Kanälen zu
erkennen sind, in die Flusskammer gegeben und die Position der Kugel in den beiden Kanälen
verglichen werden. Hierbei werden circa 30 Positionen miteinander verglichen, und für die
sich ergebenden Differenzen in x- und y- Richting (∆x und ∆y) folgender Polynomfit mit den
Fitparametern K0 bis K5 durchgeführt:

∆x(x,y)
∆y(x,y)

= K0 +K1 · x+K2 · y+K3 · x2 +K4 · xy+K5 · y2. (3.5)

Mit Hilfe dieses Fits können die Kanäle nun verglichen und die sich entsprechenden Po-
sitionen gefunden werden. Näheres hierzu in der Doktorarbeit von Moritz Mickler [62]. Bei
der Justage der einzelnen optischen Bauelemente wurde natürlich verstärkt darauf geachtet,
diese optischen Verzerrungen zu minimieren, um möglichst den gesamten Chip der EMCCD-
Kamera auszuleuchten und um ohne hohe Verluste das Licht einzelner Fluorophore auf dem
EMCCD-Chip abbilden zu können.

3.8.5 Bestimmung des Gamma-Faktors

Wie in 2.3.2 bereits erwähnt, muss für die Bestimmung der FRET-Effizienz noch eine Korrek-
tur der gemessenen Fluoreszenzintensitäten nach (2.22) durchgeführt werden, bei der nicht nur
die Quantenausbeuten QDA ≈ QD des Donors und QAD des Akzeptors berücksichtigt werden,
sondern auch die unterschiedlichen Kollektionseffizienzen ηD und ηA der Detektionskanäle
der Donor- und Akzeptorfluoreszenz. Tatsächlich ist es so, dass für jedes einzelne Kurven-
paar von Donorfluoreszenz und Akzeptorfluoreszenz (gemessen über der Zeit) ein γ-Faktor
bestimmt werden muss, da aufgrund der optischen Verzerrungen für jeden Pixel eine eige-
ne Kollektionseffizienz vorhanden ist und sich allein durch eine veränderte Positionierung
der Flusskammer selbst für die einzelnen Pixel ein neuer γ-Faktor ergeben kann. Bei der Er-
mittlung wird so verfahren, dass nur solche Kurvenpaare ausgewertet werden, bei denen die
Fluorophore geblichen sind, so dass die Festlegung einer Fluoreszenzintensität von „Null“
möglich ist. Da im Rahmen meiner durchgeführten Messungen keine deutlichen Sprünge zwi-
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schen verschiedenen FRET-Effizienzen auftreten, wurden nur solche Kurvenpaare ausgewählt,
bei denen zunächst ein Bleichen des Akzeptors stattfindet, so dass der dadurch hevorgerufene
Anstieg der Donorfluoreszenz ∆ID mit dem Abfall der Akzeptorfluoreszenz ∆IA verglichen
werden kann. Genau aus diesem Verhältnis wird der γ-Faktor berechnet.

γ =
QADηA

QDηD
=

∆ID

∆IA
. (3.6)

3.9 Berechnung von Assoziationsraten

Für die Berechnung der Assoziationsraten kon in Kapitel 4.1.2 wird vereinfacht angenommen,
dass es sich um eine irreversible Reaktion zweiter Ordnung handelt. Sei [C] die Konzentration
der nukleotidgebundenen Proteine, [G] die Konzentration der Nukleotide und [P] die Konzen-
tration der Proteine. Im 1. Fall liegen die Nukleotid- und Proteinkonzentrationen innerhalb
der gleichen Größenordnung, das heißt beide Konzentrationsveränderungen müssen zur Be-
rechnung von kon berücksichtigt werden. Für die Ratengleichung ergibt sich daher mit den
jeweiligen Anfangskonzentrationen [G]0 und [P]0:

d[C]

dt
= kon([G]0− [C])([P]0− [C]). (3.7)

Nach dem Lösen dieser Differentialgleichung erhält man

[C] =
[G]0[P]0(1−a)
[G]0− [P]0a

(3.8)

mit
a = e([P]0−[G]0)kont). (3.9)

Im 2. Fall ist das Protein im Überschuss vorhanden, deshalb kann die Proteinkonzentration
[P] als konstant angenommen werden. Die Ratengleichung ergibt sich hier zu:

d[C]

dt
= kon([G]0− [C])[P]0 (3.10)

und als Lösung:
[C] = [G]0(1− e−kont). (3.11)
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3.10 Berechnung von Dissoziationskonstanten

Für die Dissoziationskonstanten KD beim Binden von Transitpeptid an psToc34SZ, bei den in
Kapitel 4.4 Abbildung 4.13 vorgestelltelten Messungen gilt:

KD =
[P][L]
[PL]

(3.12)

mit der Proteinkonzentration [P], der Transitpeptidkonzentration [L] und der Konzentration
der Komplexe [PL]. Für [P] und [L] gilt [P] = [P]T − [PL] und [L] = [L]T − [PL] mit den totalen
Konzentrationen [P]T und [L]T . Durch Einsetzen in Gleichung (3.12) ergibt sich:

KD =
([P]T − [PL])([L]T − [PL])

[PL]
(3.13)

=
[P]T [L]T − ([L]T +[P]T )[PL]+ [PL]2

[PL]
(3.14)

was umgeformt werden kann zu:

0 = [PL]2− ([L]T +[P]T +KD)[PL]∗ [P]T [L]T . (3.15)

Die Konzentration der Komplexe ergibt sich somit zu:

[PL] =
([P]+ [L]+KD)

2
−
√

([P]+ [L]+KD)2

4
− [P][L]. (3.16)

Sei ru die Anisotropie des Fluorophors am ungebundenen Transitpetid und rg die am ge-
bundenen Transitpeptid. So ergibt sich die Gesamtanisotropie r als Summe dieser beiden ge-
wichteten Anisotropien und unter Berücksichtigung der Beziehung [L] = [L]T − [PL] zu:

r =
[L]
[L]T

ru +
[PL]
[L]T

rg = ru−
[PL]
[L]T

ru +
[PL]
[L]T

rg (3.17)

Einsetzten von Gleichung (3.16) in Gleichung (3.17) liefert die Fitfunktion mit den drei
Parametern ru, rg, und KD.
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Messergebnisse

4.1 Struktur des psToc34 Homodimers

In Sun et al. [26] wurde erstmals die in Abbildung 4.1 gezeigte Kristallstruktur von psToc34
veröffentlicht. Wie in der Einleitung bereits beschrieben, liegt psToc34 hierbei als Homo-
dimer vor. In Koenig et al. [25] konnte die Dissoziationskonstante für das Homodimer auf
50± 20 µM bestimmt werden. Für Einzelmoleküluntersuchungen ist dies eine zu hohe Kon-
zentration, deshalb wurden künstliche Dimere konstruiert. Hierbei wurde eine „Spacer-Zipper-
Kombination“ gewählt, die gleichzeitig eine ausreichende Beweglichkeit und eine lokal hohe
Konzentration der Proteine gewährleisten soll, siehe hierzu Kapitel 3.1.

Um die physiologische Rolle der homodimeren Struktur des psToc34 mittels FRET-Mes-
sungen zu untersuchen, werden die Farbstoffe ATTO 550 (Donor) und ATTO 647N (Akzeptor)
kovalent an Cysteine gebunden. Die in Abbildung 4.1 grün gekennzeichneten Aminosäuren
sind die nativen Cysteine 215 des psToc34SZ , je eines pro Protomer (der Index „SZ“ kenn-
zeichnet das „Spacer-Zipper“-Konstrukt). Der Abstand zwischen den reaktiven Thiolgruppen
dieser Cysteine ist eingezeichnet und beträgt circa 19 Å. Würden sich die Farbstoffe exakt an
diesen Positionen befinden, so könnte unter idealen Bedingungen bei Anregung des Donors
ein FRET auf den Akzeptor mit einer Effizienz von 0,99 stattfinden. Die Berechnung dieser
Effizienz erfolgt mit Gleichung (2.11) und einem Försterradius von R0 = 65 Å. Jedoch sind
die Farbstoffe über einen Linker mit einer Länge von circa 10 Å an diese reaktive Gruppe ge-
bunden, was eine genaue Vorhersage der Positionen der Farbstoffe verhindert. Das heißt, der
angegebene Wert für die Transfereffizienz soll lediglich als Richtwert dienen. Des Weiteren
wurden die Cysteinmutanten psToc34SZD36C und psToc34SZV78C hergestellt, deren Cystein-
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psToc34 - 19 Å

psToc34D36C -  88 Å

psToc34V78C - 50 Å

Abbildung 4.1 Kristallstruktur des psToc34 Dimers; eingezeichnet sind die Abstände zwischen den
Thiolgruppen der nativen Cysteine (grün, 19 Å) und den Cβ Atomen der Aminosäuren Aspartat 36 (rot,
88 Å) und Valin 78 (blau, 50 Å).

positionen in Abbildung 4.1 in rot (psToc34SZD36C) und in blau (psToc34SZV78C) gekenn-
zeichnet sind. Hierbei wurde jeweils zusätzlich das nativ vorhandene Cystein 215 durch ein
Serin ersetzt. Die Abstände dieser Cysteine zueinander betragen circa 87 Å mit einer theore-
tischen FRET-Effizienz von 0,14 als Richtwert für die Mutante D36C und circa 50 Å für die
Mutante V78C mit einer entsprechenden FRET-Effizienz von 0,82. Mit diesen drei artifiziel-
len Dimeren soll überprüft werden, ob der künstliche Dimer ähnlich wie in der Kristallstruktur
gezeigt dimerisiert. Sowohl die Abstände als auch die daraus berechneten Werte für die FRET-
Effizienz sind in Tabelle 4.1 zusammengefasst.

4.1.1 FRET-Messungen an den Cysteinmutanten des psToc34
Homodimers

An den vorgestellten drei psToc34 Dimeren werden zunächst Messungen durchgeführt, die
überprüfen sollen, ob die künstlichen Dimere wie in der Kristallstruktur (Abbildung 4.1) ge-
zeigt dimerisieren. Hierzu werden sowohl Ensemblemessungen als auch Einzelmolekülmes-
sungen durchgeführt. Die Ensemblemessungen werden an einem Fluoreszenzspektrometer
(Jasco GmbH Deutschland) realisiert, die Einzelmolekülmessungen an einem selbst gebau-
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4.1 Struktur des psToc34 Homodimers

ten TIRF-Mikroskop, welches in Kapitel 3.8 näher beschrieben wird. Da die Kristallstruktur
am GDP gebundenen psToc34 gemessen wurde, werden auch die nachfolgend beschriebenen
Fluoreszenzmessungen am GDP gebundenen psToc34 durchgeführt.

Ein typisches Fluoreszenzverhalten von einem Donor-Akzeptor Paar in einer Einzelmo-
lekülmessung ist in Abbildung 4.2 gezeigt. In 4.2a ist die Fluoreszenz eines einzelnen Do-
nors (schwarz) und Akzeptors (rot) in Abhängigkeit von der Zeit gezeigt. Während der ersten
96 Sekunden ist nahezu keine Fluoreszenz des Donors zu erkennen, während der Akzeptor
bei einer Fluoreszenzintensität von etwa 500 w.E. fluoresziert; in dieser Zeit findet ein Ener-
gieübertrag auf den Akzeptor statt. Nach 96 Sekunden bleicht der Akzeptor und die Akzep-
torfluoreszenzintensität fällt auf Null. Der Donor kann seine Energie nun nicht mehr auf den
Akzeptor übertragen und fluoresziert selbst mit einer Fluoreszenzintensität von etwa 500 w.E.,
bis bei etwa 100 Sekunden auch der Donor bleicht. Die zu dieser Messung gehörige FRET-
Effizienz ist nach Gleichung (2.21) berechnet und in 4.2b dargestellt.

Wenn nicht anders erwähnt, lag bei allen Messungen eine über die Zeit nahezu konstante
FRET-Effizienz vor.
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Abbildung 4.2 a) Gezeigt sind die in einer Einzelmolekülmessung ermittelten Fluoreszenzintensitä-
ten [w.E.] eines Donor-Akzeptor Paares (ATTO 550 und ATTO 647N); Zwischen Null und 96 s findet
ein FRET vom Donor auf den Akzeptor statt, bei 96 s bleicht der Akzeptor, der Donor fluoresziert
selbst bis zu einer Zeit von 100 s, bei der ein Bleichen des Donors beobachtet wird. b) FRET-Effizienz,
berechnet mit Gleichung (2.21) aus den oben gezeigten Fluoreszenzintensitäten.

Abbildung 4.3a zeigt das im Fluoreszenzspektrometer gemessene Fluoreszenzspektrum der
in Lösung befindlichen Farbstoffe ATTO 550 (Donor) und ATTO 647N (Akzeptor) jeweils bei
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einer Konzentration von 2,5 µM (schwarze, durchgezogene Linie). Die Anregungswellenlän-
ge liegt bei 532 nm. Das Maximum des Donors liegt bei 575 nm und ist auf Eins normiert.
Ein zweites lokales Maximum ist bei einer Wellenlänge von 665 nm erkennbar, welches durch
die direkte Anregung des Akzeptors hervorgerufen wird. Nach Zugabe des Dimers psToc34SZ

(5 µM) wird die Fluoreszenzintensität dieser Maxima solange beobachtet, bis sich konstante
Fluoreszenzintensitäten eingestellt haben und die Fluoreszenzmarkierung der Proteine damit
stattgefunden hat. Zumeist ist dies nach 20 min erreicht und ein zweites Spektrum kann im An-
schluss gemessen werden (rote, gestrichelte Linie). Zur besseren Vergleichbarkeit wird auch
dieses Spektrum im Fluoreszenzmaximum des Donors auf Eins normiert. Es ist deutlich er-
kennbar, dass nach der Proteinzugabe eine Zunahme der Akzeptorfluoreszenz von 0,15 w.E.
auf 0,48 w.E. stattgefunden hat, was auf den RET zurückgeführt werden kann.

In Abbildung 4.3b ist das Histogramm aller FRET-Effizienzen gezeigt, welche mittels Ein-
zelmolekülfluoreszenzmessungen am fluoreszenzmarkierten psToc34SZ ermittelt werden. Hier-
zu wird die Fluoreszenzintensität zweier Fluorophore, die sich an ein und demselben Dimer
befinden, über die Zeit gemessen und für jeden einzelnen Zeitpunkt die FRET-Effizienz nach
Gleichung (2.21) bestimmt. Die ermittelten Effizienzen sind mit einer Gaußkurve angepasst,
deren Maximum bei einer FRET-Effizienz von 0,92 liegt.

Analog zu den Messungen am psToc34SZ werden Fluoreszenzmessungen an der Cystein-
mutante psToc34SZV78C durchgeführt. Die Messergebnisse der Ensemblemessungen sind in
4.3c dargestellt. Die aufgenommenen Spektren weisen eine Steigung das Akzeptormaximums
von 0,14 w.E. vor Zugabe des Proteins (schwarze, durchgezogene Linie) auf 0,66 w.E. nach
Zugabe des Proteins auf (rote, gestrichelte Linie). Auch bei dieser Cysteinmutante kann ein
Energietransfer vom Donor auf den Akzeptor beobachtet werden. Die aus den Einzelmolekül-
fluoreszenzmessungen ermittelten FRET-Effizienzen sind im Histogramm 4.3d gezeigt. Sie
zeigen zwei Zustände, jeweils mit einem Gauß gefittet. Ihre Maxima liegen bei 0,86 und 0,95
FRET-Effizienz.

Schließlich werden dieselben Experimente an der Cysteinmutante psToc34SZD36C durch-
geführt. In Abbildung 4.3e sind die Spektren der Fluoreszenzfarbstoffe vor (schwarze, durch-
gezogene Linie) und nach Proteinzugabe (rote, gestrichelte Linie) dargestellt, ein leichter An-
stieg des Akzeptormaximums von 0,21 w.E. auf 0,24 w.E. ist zu erkennen. Bei einem geschätz-
ten Fehlerbereich von ± 0,02 w.E. ist dieser Anstieg jedoch nicht stark ausgeprägt. Einzelmo-
lekülmessungen liefern keine detektierbaren FRET-Effizienzen. Hierzu ist anzumerken, dass
aufgrund des Signal- zu Rauschverhältnisses, eine Detektion von geringen FRET-Effizienzen
erschwert ist.
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Dimer Abstände Akzeptor- FRET-Effizienz FRET-Effizienz
[Å] fluoreszenz [w.E.] vorhergesagt gemessen

psToc34SZ 19 0,15→ 0,48 0,99 0,92
psToc34SZV 78C 50 0,14→ 0,66 0,82 0,86 und 0,95
psToc34SZD36C 88 0,21→ 0,24 0,14 nicht detektierbar

Tabelle 4.1 Abstände der Cysteine der verschiedenen psToc34SZ Dimere (Spalte 2) mit den in
Ensemble-Experimenten gemessenen Änderung der Akzeptorfluoreszenzmaxima (Spalte 3) und den
erwarteten (Spalte 4) und gemessenen FRET-Effizienzen (Spalte 5).

Alle in diesem Kapitel genannten Abstände, FRET-Effizienzen und Akzeptorintensitäten
sind in Tabelle 4.1 dargestellt. Zusammenfassend kann gesagt werden, dass im Rahmen der
Messgenauigkeit die gemessenen FRET-Effizienzen mit denen übereinstimmen, die anhand
der aus der Kristallstruktur (siehe Abbildung 4.1) ermittelten Abständen berechnet werden.
Der systematische Fehler der FRET-Effizienz wird mit 0,1 abgeschätzt. Die artifiziellen Dime-
re können also für weitere Experimente verwendet werden, die das Dimerisierungsverhalten
der psToc34 Dimere untersuchen sollen. Wie in Abbildung 3.3 gut zu erkennen ist, liegt der
Abstand zwischen den Cysteinen der psToc34SZV78C Mutante im dimeren Zustand an der
unteren Grenze des Abstandsbereiches, bei dem die FRET-Effizienz am sensitivsten auf Ab-
standsänderungen reagiert. Sie ist also hervorragend geeignet, das Dissoziieren dieses Dimers,
also die Vergrößerung des Abstandes zwischen den Cysteinen, zu beobachten.
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Abbildung 4.3 a), c) und e) Spektren der Farbstoffe ATTO 550 und ATTO 647N (je 2,5 µM) vor
der Proteinzugabe (schwarze, durchgezogene Linie) und nach der Zugabe von 5 µM a) psToc34SZ c)
psToc34SZV78C und e) psToc34SZD36C (rote, gestrichelte Linie); b) und d) Histogramme der gemes-
senen FRET-Effizienzen der Proteine b) psToc34SZ und d) psToc34SZV78C; schematische Kristall-
strukturen mit eingezeichneten Donor- (grün) und Akzeptorpositionen (rot).
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4.1.2 Einfluss des Argininfingers auf die Struktur des psToc34
Homodimers

In Koenig et al. [21] konnte bereits gezeigt werden, dass eine Mutation des Argininfingers die
Bildung von Homodimeren verhindert. Um zu testen, ob dies auch an unseren artifiziellen Di-
meren beobachtbar ist, oder ob die „Spacer-Zipper“ Konstruktion eine untypische dauerhafte
Dimerisierung verursacht, werden sowohl Ensemble- als auch Einzelmolekülmessungen an
der Argininfingermutante psToc34SZV78C/R133A durchgeführt.
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Abbildung 4.4 a) Spektren der Farbstoffe ATTO 550 und ATTO 647N (je 2,5 µM, nach Anregung
bei 532 nm) vor (schwarze, durchgezogene Linie) und nach (rote, gestrichelte Linie) der Zugabe von
5 µM psToc34SZV78C/R133A b) Histogramm der gemessenen FRET-Effizienzen der Argininfinger-
mutante; Zum Vergleich ist der Fit der Mesungen an psToc34SZV78C aus Abbildung 4.3d mit einge-
zeichnet (schwarze, durchgezogene Linie).

In Abbildung 4.4a sind die Spektren der freien Fluorophore (schwarze, durchgezogene Li-
nie) und der gebundenen Fluorophore nach Zugabe der Argininfingermutante gezeigt (rote,
gestrichelte Linie). Ein Anstieg des Akzeptormaximums von 0,13 w.E. auf 0,35 w.E. ist beob-
achtbar. Im Vergleich zur Cysteinmutante psToc34SZV78C, bei der ein Anstieg von 0,14 w.E.
auf 0,66 w.E. beobachtet wird (siehe Abbildung 4.3 c), ist der Anstieg um den Faktor 2,4
gemindert. Abbildung 4.4b zeigt das FRET-Histogramm der aus Einzelmolekülmessungen
ermittelten FRET-Effizienzen der Argininfingermutante. Zum Vergleich ist der Fit der Mes-
sungen an psToc34SZV78C aus Abbildung 4.3d mit eingezeichnet (schwarze, durchgezogene
Linie). Es ist deutlich zu erkennen, dass das Histogramm zu geringeren FRET-Effizienzen hin
verbreitert ist.

Anders als bei anderen Mutanten ist hier eine Dynamik zu sehen, da die FRET-Effizienz
über die Zeit nicht konstant ist. Beispielhaft für die hier gemessenen Einzelmolekülfluores-
zenzkurven ist in Abbildung 4.5a die Fluoreszenz eines Donor-Akzeptor Paares mit der dazu-
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Abbildung 4.5 a) Fluoreszenzintensitäten [w.E.] eines einzelnen Donor-Akzeptor Paares (ATTO 550
und ATTO 647N) an der Argininfingermutante des psToc34 Homodimers; zwischen Null und 68 s fin-
det ein FRET vom Donor auf den Akzeptor statt, wobei die Effizienz des Transfers über den gesamten
Zeitraum schwankt. Nach 68 s bleicht der Donor, weshalb beide Fluoreszenzintensitäten auf Null fal-
len. b) FRET-Effizienz, berechnet mit Gleichung (2.21) aus den oben gezeigten Fluorezenzintensitäten.

gehörigen FRET-Effizienz in ihrer Zeitabhängigkeit gezeigt. Zwischen Null und 68 s findet ein
FRET vom Donor auf den Akzeptor statt, wobei die Effizienz des Transfers über den gesam-
ten Zeitraum schwankt. Nach 68 s bleicht der Donor, weshalb beide Fluoreszenzintensitäten
auf Null fallen. Die hierzu berechnete FRET-Effizienz ist in Abbildung 4.5b dargestellt. Die
FRET-Effizienzen sind aus den oben gezeigten Fluoreszenzintensitäten mit Gleichung (2.21)
berechnet.

Oreb et al. [27] konnte zeigen, dass die Dimerisierung des psToc34 die Nukleotidaus-
tauschrate verringert. Mit Hilfe von Anisotropiemessungen soll gezeigt werden, ob dieser
Zusammenhang auch für die psToc34SZ Dimere gefunden werden kann. Hierzu wird das
fluoreszenzmarkierte Nukleotid GMPPNP (mantGMPPNP) verwendet, welches einem nicht
hydrolysierbaren Analog zu GTP entspricht. Es wird die Anisotropie dieses ungebundenen
Nukleotids in Lösung und nach Zugabe von verschiedenen psToc34 Mutanten gemessen. In
Abbildung 4.6 sind die ermittelten Anisotropien in Abhängigkeit von der Zeit gezeigt. Zu er-
kennen ist der Anstieg der Anisotropie von 1 µM mantGMPPNP beim Binden an jeweils 5 µM
(Abbildung 4.6a) bzw. 100 µM (Abbildung 4.6b) monomeren psToc34V78C (rot), artifiziellen
Dimer psToc34SZV78C (schwarz) und an die Argininfingermutante psToc34SZV78C/R133A
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4.1 Struktur des psToc34 Homodimers

(grün). Die Dissoziationskonstante des psToc34 liegt bei 50 µM [25], die gewählten Protein-
konzentrationen von 5 µM und 100 µM liegen also sowohl unterhalb als auch oberhalb der
Dissoziationskonstante. Abbildung 4.6 zeigt in den ersten circa 15 Sekunden die Anisotropie
des ungebundenen Nukleotids mantGMPPNP. In den nächsten circa 15 Sekunden sind kei-
ne Messdaten zu sehen, da hier die Zugabe des jeweiligen Peptids stattfindet und hiefür die
Küvette aus dem Fluoreszenzspektrometer entnommen werden muss. Im Anschluss ist in bei-
den Graphen ein Anstieg der jeweiligen Anisotropien zu beobachten. Ein jeweiliger Fit des
Anstiegs mit Gleichung (3.8) für a) die nahezu äquimolare Protein-Liganden Konzentration
bzw. mit Gleichung (3.11) für den Fall in b), dass das Protein deutlich höher konzentriert
ist als das Nukleotid wird durchgefüht. Die hieraus ermittelten Assoziationskonstanten des
mantGMPPNP sind für das jeweilige Protein in der entsprechenden Konzentration in Tabelle
4.2 zusammengefasst dargestellt.
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Abbildung 4.6 Anisotropie des fluoreszenzmarkierten mantGMPPNP (1 µM) vor dem Binden an
Protein (während der ersten circa 15 s) und während des Bindens (nach circa 30 s) an monomeres
psToc34V78C (rot), das artifizielle Dimer psToc34SZV78C (schwarz) und an die Argininfingermutante
psToc34SZV78C/R133A (grün) bei Proteinkonzentrationen von a) 5 µM und b) 100 µM. Die durch-
gezogenen Linien stellen die a) nach Gleichung (3.8) und b) nach Gleichung (3.11) ermittelten Fits
dar.

In Abbildung 4.6a ist gut zu erkennen, dass das Binden von Nukleotid an das künstlichen
Dimer psToc34SZV78C im Vergleich zum Binden an das Monomer psToc34 deutlich verlang-
samt ist. Für die Argininfingermutante psToc34SZV78C/R133A liegt die Assoziationskonstan-
te zwischen der des Dimers und der des Monomers. In Abbildung 4.6b liegt die Assoziations-
rate der Argininfingermutante höher als beim Monomer, was im Einklang damit steht, dass die
Proteinkonzentration von 100 µM bereits oberhalb seiner Dissoziationskonstante von 50 µM
liegt, weshalb bereits mehr als die Hälfte dieser Proteine als Dimer vorliegen sollte (circa
40 µM Monomer, circa 30 µM Dimer) und damit eine Bindung oder Freisetzung von Nukleo-
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Assoziationsraten Assoziationsraten
Protein bei 5 µM Protein

[
nM−1s−1] bei 100 µM Protein

[
nM−1s−1]

psToc34 13±1 28±1
psToc34SZV78C 8,3±6 14±1

psToc34SZD78V/R133A 10±3 29±1

Tabelle 4.2 Assoziationsraten von mantGMPPNP (1 µM) beim Binden an die Proteine psToc34,
psToc34SZD78V und psToc34SZD78V/R133A in Konzentrationen von 5 µM und 100 µM.

tid erschwert ist. Nicht nur für den atToc33 sondern auch für psToc34 ist der Argininfinger
also nötig, um Homodimerisieren zu können.

4.2 Einfluss der Nukleotide auf die Struktur des

psToc34 Homodimers

Da bisher noch nicht bekannt ist, an welcher Stelle des Zyklusses der Nukleotidaustausch
stattfindet, soll im Folgenden untersucht werden, ob verschiedene Nukleotide zu Änderun-
gen in der Proteinkonformation führen. Hierfür wird der artifizielle Dimer psToc34SZV78C
genutzt, da die Positionen der Fluorezenzfarbstoffe so gewählt sind, dass die FRET-Effizienz
sehr sensitiv auf Abstandsänderungen reagiert.

In den Ensemblemessungen, welche in Abbildung 4.7 auf der linken Seite dargestellt sind,
werden zunächst die Fluoreszenzspektren des markierten Proteins (5 µM) gemessen (schwar-
ze, durchgezogene Linie). Das Protein befindet sich zu diesem Zeitpunkt größtenteils im
GDP-gebundenen Zustand. Nach Zugabe unterschiedlicher Nukleotide werden die Fluores-
zenzspektren erneut gemessen (rote, gestrichelte Linie).

Bei Zugabe von 2 mM GDP (Abbildung 4.7a) kann ein leichter Anstieg des Maximums
der Akzeptorfluoreszenz von 0,34 w.E. auf 0,39 w.E. beobachtet werden. Der leicht erhöhte
Energietransfer könnte dadurch erklärt werden, dass vor der Nukleotidzugabe nicht alle Prote-
ine im GDP-gebundenen Zustand waren, und durch die Zugabe der Nukleotide im 400fachen
molaren Überschuss der Anteil an Nukleotid-gebundenem Protein erhöht wird. Dies würde
bedeuten, dass das Dimer im GDP-gebundenen Zustand eine eher geschlossene Konforma-
tion annimmt und im nukleotidfreien Zustand entweder dissoziiert vorliegt, oder eine andere
Konformation annimmt, die zu einer Vergrößerung des Abstandes zwischen den Fluorophoren
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4.2 Einfluss der Nukleotide auf die Struktur des psToc34 Homodimers

führt oder es im zeitlichen Mittel weniger oft zur Dimerisierung führt. Desweiteren ist der An-
stieg des Akzeptormaximums nicht sehr prägnant und liegt nicht weit über dem geschätzten
Fehlerbereich von ± 0,02 w.E..

Ein ähnliches Verhalten zeigt sich bei der Zugabe von 2 mM GMPPNP (Abbildung 4.7c).
Das Maximum der Akzeptorfluoreszenz steigt geringfügig von 0,51 w.E. auf 0,54 w.E., das
Binden des GTP-Analogon GMPPNP scheint demnach ebenfalls eine höhere Wahrscheinlich-
keit für eine dimerisierte Konformation hervorzurufen.

In Abbildung 4.7e ist das rot gestrichelte Fluoreszenzspektrum aufgenommen, nachdem
zum Protein Aluminiumfluorid in einer finalen Konzentration von 10 mM gegeben ist. Alumi-
niumfluorid kann mit GDP einen Komplex eingehen, der strukturell einem Zustand während
der Hydrolyse von GTP ähnelt (siehe hierzu Kapitel 3.4) [49]. Die FRET-Effizienz nimmt ab,
denn das Akzeptormaximum fällt von 0,37 w.E. auf 0,33 w.E.. Die relativen Änderungen der
Akzeptormaxima sind in Tabelle 4.3 zusammengefasst.

Um genauere Aussagen treffen zu können, werden Einzelmolekülfluoreszenzmessungen am
markierten Protein in unterschiedlichen nukleotidgeladenen Zuständen durchgeführt. Die aus
den Fluoreszenzintensitäten ermittelten FRET-Effizienzen sind in Abbildung 4.7 rechts jeweils
in einem Histogramm dargestellt.

Für das GDP-gebundene Toc Homodimer aus Abbildung 4.7 ergibt sich das schon in in Ab-
bildung 4.3b gezeigte FRET-Histogramm das sich mit zwei Gaußverteilungen anpassen lässt
(schwarze, gestrichelte Linien), deren Maxima bei einer FRET-Effizienz von 0,86 und 0,95
liegen und deren Summe als schwarze, durchgezogene Linie dargestellt ist. Die jeweiligen
prozentualen Anteile an der gesamten FRET-Effizienz liegen bei 59% für die Population bei
0,86 und bei 41% für die bei einer Effizienz von 0,95 gefundene Population.

Abbildung 4.7d zeigt das Histogramm, welches bei FRET-Messungen am GMPPNP-gebun-
denen Dimer ermittelt wird. Um einen quantitativen Vergleich zur Messung am GDP-gebun-
denen Dimer durchführen zu können, wird die Veränderung der Populationen bei den FRET-
Effizienzen 0,86 und 0,95 ermittelt. Hierzu wird das Histogramm mit zwei Gaußfunktionen
angepasst, deren Maxima bei eben diesen FRET-Effizienzen liegen. Sie sind als gestrichelte
schwarze Linien dargestellt, und es zeigt sich, dass ihre Summe (schwarze, durchgezogene
Linie) die gesamte Effizienz sehr gut beschreibt. Für die Population bei 0,86 ergibt sich ein
Anteil von 67% während die Population bei einer FRET-Effizienz von 0,95 einen Anteil von
33% einnimmt.
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Abbildung 4.7 Einfluss des gebundenen Nukleotids links) Fluoreszenzspektren des markierten
psToc34SZV78C Homodimers vor (schwarz) und nach (rot, gestrichelt) Zugabe von a) 1 mM GDP,
c) 1 mM GMPPNP und e) 10 mM AlFx. rechts) Histogramme der in Einzelmolekülmessungen er-
mittelten FRET-Effizienzen des markierten psToc34SZV78C Homodimers in Anwesenheit von b) GDP
(äquimolar), d) GMPPNP (50 nM) und f) 10 mM AlFx. Die FRET-Histogramme wurden jeweils mit
zwei Zuständen angepasst deren Maxima bei 0,86 und 0,95 liegen und als schwarze schwarze, gestri-
chelte Linien gekennzeichnet sind und deren Summe als schwarze, durchgezogene Line eingezeichnet
ist.
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Prozentualer Anteil der Prozentualer Anteil der
Akzeptorfluoreszenz FRET-Effizienz FRET-Effizienz

Nukleotid [w.E.] bei 0,86 bei 0,95
GDP 0,34→ 0,39 59% 41%

GMPPNP 0,51→ 0,54 67% 33%
GDP•AlFx 0,37→ 0,33 77% 23%

Tabelle 4.3 Änderungen der Akzeptorfluoreszenz induziert durch Nukleotidzugabe; Anteile der
FRET-Effizienz für die zwei gefundenen Populationen bei 0,86 und 0,95 an der gesamten FRET-
Effizienz für unterschiedliche nukleotidgebundene psToc34 Zustände.

Auch das FRET-Histogramm für das mit GDP•AlFx geladene psToc34 Homodimer in Ab-
bildung 4.7f lässt sich gut durch die Summe (schwarze, durchgezogene Linie) aus zwei Gaus-
verteilungen (schwarze, gestrichelte Linien) bei den beiden FRET-Effizienz von 0,86 und 0,95
beschreiben. Unter der Gaußkurve bei 0,86 befindet sich ein Anteil von 77% an der gesamten
FRET-Effizienz und entsprechend ist der Zustund bei 0,95 nur noch zu 23% bevölkert. Alle
genannten FRET-Effizienzen mit ihren prozentualen Verteilungen auf die zwei beschriebenen
Zustände sind in Tabelle 4.3 zusammengestellt.

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass bei einer Bestimmung der FRET-Effizienzen
von einem geschätzen systematischen Fehler von 0,1 ausgegangen werden muss. Die gemesse-
nen Effizienzen unterscheiden sich zwar nicht signifikant voneinander, jedoch ist eine Tendenz
für eine etwas „geöffnetere“ Konformation des GDP•AlFx gebundenen psToc34 Homodimers
zu erkennen. Gerade die Ensemblemessungen unterstreichen diese Beobachtung, auch hier
liegen die Änderungen nur knapp über dem geschätzten Fehler von ±0,02 w.E., jedoch wird
nur im Fall von GDP•AlFx reproduzierbar eine verringerte Akzeptorfluoreszenz detektiert.
Anzumerken ist, dass auch hier keine Dynamik innerhalb der Einzelmolekül-FRET-Kurven
zu beobachten ist, sie ähneln prinzipiell der in Abbildung 4.2 unten gezeigten FRET-Kurve.
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4.3 Einfluss des Transitpeptids auf die Struktur des

psToc34 Homodimers

Es wird weitgehend angenommen, dass Toc34 ein Rezeptor für Vorstufenproteine ist [18]. In
Oreb et al. [27] wurde gezeigt, dass diese Vorstufenproteine einen Einfluss auf die Dimeri-
sierung des psToc34 haben. Sie trennen das Dimer auf und beschleunigen dadurch einen Nu-
kleotidaustausch. In Abschnitt 4.1 wurde bereits gezeigt, dass für monomeres psToc34V78C
höhere kon Raten für das Binden von mantGMPPNP erreicht werden als für das Binden an den
artifiziellen Dimer psToc34SZV78C. Nun soll in diesem Abschnitt untersucht werden, wel-
chen Einfluss das in Oreb et al. [27] genutzte Transitpeptit (siehe Abschnitt 3.3) auf die mit
unterschiedlichen Nukleotiden gebundenen psToc34 Homodimere hat.

In Abbildung 4.8 sind Fluoreszenzspektren des markierten psToc34SZV78C bei jeweils un-
terschiedlichen Nukleotidbedingungen bzw. in An- oder Abwesenheit von Transitpeptid ge-
zeigt. Alle Spektren sind bei einer Proteinkonzentration von 5 µM aufgenommen, die hin-
zupipettierten Nukleotide GDP und GMPPNP haben final eine Konzentration von 2 mM, für
die Messungen mit Aluminiumfluorid ergibt sich eine 10 mM Aluminiumfluoridkonzentration
und nach Zugabe des Transitpeptids liegt eine 1 mM Konzentration hiervon vor.

Bei den auf der linken Seite dargestellten Spektren wird zunächst das Spektrum des nu-
kleotidgebundenen Proteins gezeigt (schwarze, durchgezogene Line), bevor die Zugabe von
Transitpeptid erfolgt und anschließend erneut ein Spektrum aufgenommen wird (rote, gestri-
chelte Linie). Bei den Spektren auf der rechten Seite wird zum (größtenteils GDP gebundenen)
psToc34 Dimer zunächst Transitpeptid gegeben und ein Spektrum ermittelt (schwarze, durch-
gezogene Linie) bevor anschließend die Nukleotide hinzu pipettiert und ein zweites Fluores-
zenzspektrum (rote, gestrichelte Linie) gemessen wird.

Abbildung 4.8a zeigt deutlich, dass nach Zugabe von Transitpeptid zum GDP gebunde-
nen psToc34 Dimer die FRET-Effizienz sinkt. Das Akzeptormaximum fällt von 0,39 w.E. auf
0,23 w.E., was mit dem Dissoziieren des Dimers erklärt werden kann. Um zu prüfen, ob die
Zugabe von GDP im Überschuss ein erneutes Dimerisieren hervorrufen kann, wird in Abbil-
dung 4.8b dem (größtenteils GDP gebundenen) psToc34 Dimer zunächst Transitpeptid ange-
boten und anschließend GDP hinzu pipettiert. Ein Unterschied zwischen beiden Spektren ist
nicht erkennbar. Das Akzeptormaximum steigt erst in der vierten Nachkommastelle, was bei
einem geschätzten Fehler von ± 0,02 zu vernachlässigen ist.
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Abbildung 4.8 Dargestellt sind jeweils zwei am fluoreszenzmarkierten psToc34 Homodimer ermit-
telten Fluoreszensspektren die gemessen werden, bevor (schwarz) und nachdem (rot, gestrichelt) Tran-
sitpeptid (links) oder Nukleotid (rechts) hinzugegeben wird. Die entsprechende Zugabe findet in Anwe-
senheit von Nukleotid (links) bzw. in Anwesenheit von Transitpeptid (rechts) statt. Bei allen Spektren
wurde die maximale Donorintensität auf Eins normiert. Finale Konzentrationen: psToc34 5 µM, Tran-
sitpeptid 1 mM, b) GDP 1 mM, c) und d) GMPPNP, 1 mM,e) und f)AlFx, 10 mM.
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Ein ähnliches Verhalten zeigt sich bei den Messungen mit GMPPNP. In Abbildung 4.8c ist
zu erkennen, dass die Akzeptorintensität im Maximum von 0,54 w.E. auf 0,37 w.E. fällt. Das
GMPPNP gebundene Dimer lässt sich also ebenfalls durch Zugabe von Transitpeptid öffnen.
Abbildung 4.8d zeigt keinen Unterschied zwischen den Spektren des (größtenteils GDP ge-
bundenen) psToc34 Dimer, dem bereits Transitpeptid zugegeben ist, und dem Spektrum nach
Zugabe von GMPPNP. Das Akzeptormaximum steigt in der dritten Nachkommastelle von
0,203 w.E. auf 0,209 w.E. Auch hier kann also durch Zugabe von Nukleotid im Überschuss
kein Anstieg beobachtet werden.

Anders verhält es sich jedoch, wenn diese Untersuchungen mit Aluminiumfluorid durch-
geführt werden. Zunächst lässt sich in Abbildung 4.8e ebenfalls ein Rückgang des Akzep-
tormaximums von 0,33 w.E. auf 0,25 w.E. beobachten, wenn Transitpeptid zum GDP•AlFx

gebundenen psToc34 Dimer gegeben wird. Wird die Reihenfolge jedoch vertauscht, so ist zu
erkennen, dass das (größtenteils GDP gebundene) Dimer, welches zuvor mit Transitpeptid in-
kubiert wird, eine im Mittel höhere FRET-Effizienz aufweist, wenn Aluminiumfluorid hinzu
pipettiert wird. Das Akzeptormaximum steigt von 0,19 w.E. auf 0,25 w.E.. Aluminiumfluorid
bringt das Dimer also im zeitlichen Mittel in einen etwas geschlosseneren Zustand. Die ge-
nannten Intensitätsänderungen der Akzeptorfluoreszenz sind in Tabelle 4.4 zusammengefasst.

Ein weiteres sehr interessantes Verhalten zeigt das GDP•AlFx gebundene Dimer in Bezug
auf die zeitliche Veränderung der Fluoreszenzintensität nach Zugabe von Transitpeptid. Abbil-
dung 4.9 zeigt den Verlauf der Fluoreszenzmaxima des Donors (schwarz) und des Akzeptors
(rot) kurz vor und nach Zugabe von Transitpeptid (links) bzw. Nukleotid (rechts). Die Zugabe
erfolgt außerhalb des Fluoreszenzspektrometers, weshalb zu diesem Zeitpunkt keine Messda-
ten gezeigt sind (zumeist nach circa 20 Sekunden). Die Fluoreszenzverläufe in Abbildung 4.9a
sind gemessen, nachdem das in Abbildung 4.8a schwarz markierte Spektrum gemessen wurde
und bevor das rot gestrichelte Spektrum gemessen ist. Entsprechend verhält es sich für die in
Abbildung 4.9b bis f gezeigten Zeitverläufe.

Während für die gezeigten Fluoreszenzverläufe in Abbildung 4.9a bis d und f die Änderung
der Fluoreszenzintensitäten der Donor- und Akzeptormaxima nahezu sofort nach Zugabe von
Transitpeptid bzw. Nukleotid beobachtet werden kann, zeigt sich für die in Abbildung 4.9e
gezeigten Fluoreszenzverläufe eine verzögerte Änderung. Erst ab etwa 200 Sekunden bleiben
die Fluoreszenzintensitäten von Donor und Akzeptor konstant. Die durch Transitpeptid indu-
zierte Änderung, die für alle drei nukleotidgebundenen Zustände beobachtet wird, ist also im
GDP•AlFx gebundenen Zustand, bzw. in Anwesenheit von Aluminiumfluorid stark verzögert.
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Abbildung 4.9 Zeitlicher Verlauf der Fluoreszenzmaxima von Donor (schwarz) und Akzeptor (rot)
des fluoreszenzmarkierten psToc34 Homodimers bei einer Anregungswellenlänge von 532 nm. links)
vor und nach Zugabe von Transitpeptid in Anwesenheit der entsprechenden Nukleotide und rechts) vor
und nach Zugabe von Nukleotid in Anwesenheit von Transitpeptid. Die Fluoreszenzverläufe wurden
zwischen den jeweils zwei in Abbildung 4.8 gezeigten Spektren gemessen. Finale Konzentrationen:
psToc34 5 µM, Transitpeptid 1 mM, b) GDP 1 mM, c) und d) GMPPNP, 1 mM,e) und f)AlFx, 10 mM.
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Akzeptorfluoreszenz [w.E.] Akzeptorfluoreszenz [w.E.]
Nukleotid [Toc+Nukleotid]+Transitpeptid [Toc34+Transitpeptid]+Nukleotid

GDP 0,39→ 0,23 0,2049→ 0,2051
GMPPNP 0,54→ 0,37 0,203→ 0,209
GDP•AlFx 0,33→ 0,25 0,19→ 0,25

Tabelle 4.4 Änderungen der Akzeptorfluoreszenz für unterschiedlich gewählte Nukleotid-
Transitpeptid Kombinationen. zweiten Spalte: Änderungen des Akzeptormaximums, die durch
Zugabe von Transitpeptid zum nukleotidgebundenen Protein hervorgerufen werden; dritte Spalte:
Änderungen, induziert durch die Zugabe des Nukleotids zum mit Transitpeptid inkubierten Protein.
Konzentrationen: Protein 5 µM; Transitpeptid 1 mM; GMPPNP und GDP jeweils 2 mM, AlFx 10 mM.

Nachdem in den Ensemblemessungen festgestellt wird, dass die Zugabe von Transitpep-
tid einen im zeitlichen Mittel größeren Abstand zwischen den Fluorophoren hervorruft, wer-
den Einzelmolekülfluoreszenzmessungen an (größtenteils) GDP gebundenen und GDP•AlFx

(AlFx 10 nM) gebundenen psToc34SZV78C durchgeführt, die eben dieses Verhalten genau-
er charakterisieren sollen. Bei diesen Messungen wird das Transitpeptid in einer 0,1 mM
Konzentration dem Messvolumen hinzugefügt. Abbildung 4.10a zeigt das ermittelte FRET-
Histogramm der Messungen am GDP gebundenen Protein in Anwesenheit von Transitpeptid.
Es ist deutlich zu erkennen, dass eine Verbreiterung zu kleinen FRET-Effizienzen hin stattge-
funden hat, die Fluoreszenzfarbstoffe und damit die einzelnen Protomere also einen größeren
Abstand zueinander einnehmen, was in Einklang mit den Ergebnissen der Ensemblemessun-
gen steht. Das Anpassen der FRET-Effizienzen mit nur zwei Gaußverteilungen bei 0,86 und
0,95 ist mit einem nicht zufriedenstellend gelungen, ein χ2

red-Test ergibt einen Wert von 13,0,
im Vergleich hierzu ergibt sich ein Wert von nur 3,72 beim berücksichtigen einer dritten „Po-
pulation“. Sie hat ihr Effizienzmaximum bei 0,74 und eine außergewöhnlich große Halbwerts-
breite von FWHM = 0,5, die allerdings dadurch erklärt werden kann, dass die dritte Populati-
on alle möglichen offenen Zustände beschreibt. Die Summe (schwarze, durchgezogene Linie)
dieser drei Gaußverteilungen (schwarze, gestrichelte Linien) stellt eine sehr gute Beschreibung
der Gesamteffizienz dar. Anzumerken ist, dass jedoch auch hier keine augeprägte Dynamik in
den Fluoreszenzintensitäten beobachtet wird. Der jeweilige Anteil der FRET-Effizienzen für
die Populationen bei den FRET-Effizienzen um 0,74, 0,86 und 0,95 beträgt 56%, 34% und
10%, was in Tabelle 4.5 noch einmal zusammengestellt ist. In Abbildung 4.10b sind die FRET-
Effizienzen dargestellt, die am GDP•AlFx (AlFx 10 nM) gebundenen psToc34 Homodimer in
Anwesenheit von Transitpeptid ermittelt werden. Deutlich zu erkennen ist eine weitere Ver-
breiterung des Histogramms zu niedrigeren FRET-Effizienzen. Bei den FRET-Effizienzen um
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0,65 und 0,86 fallen zwei Maxima auf.
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Abbildung 4.10 Histogramme der in Einzelmolekülmessungen ermittelten FRET-Effizienzen des
fluoreszenzmarkierten psToc34SZV78C in Anwesenheit von Transitpeptid (100 µM) a) im GDP gebun-
denen Zustand und b) in Anwesenheit von AlFx 10 nM. Die vier Gaußverteilungen sind als schwarze,
gestrichelte Linien gekennzeichnet, ihre Summe als schwarze, durchgezogene Linie, näheres hierzu im
Text.

Um zu testen, ob eines dieses Maxima nur durch eine einzige Kurve, also ein einziges
Donor-Akzeptor Paar hervorgerufen wird und damit möglicherweise ein Artefakt ist, werden
die FRET-Effizienzen jedes einzelnen Donor-Akzeptor Paares farblich unterschiedlich mar-
kiert und in zwei weiteren Diagrammen gezeigt. Die Auswahl der Kurven erfolgt zufällig.
Es sind insgesamt 20 Kurven, die ersten zehn sind in Abbildung 4.11a dargestellt, die ande-
ren in 4.11b. Aus Gründen der Übersichtlichkeit sind sie in zwei verschiedenen Histogram-
men dargestellt, da sonst einzelne Farben sehr viel schlechter als zusammenhängende Flächen
wahrgenommen werden können. Gerade in Abbildung 4.11b ist deutlich zu erkennen, dass es
sich erstens um jeweils mehrerer Messkurven handelt, die zur Ausprägung der beiden Maxi-
ma führen und sich zweitens circa die Hälfte der Kurven explizit einem der Maxima zuordnen
lassen können. Aus diesem Grund wird zum Anpassen der FRET-Effizienzen in Abbildung
4.10b eine vierte Population hinzugefügt, deren Effizienzmaximum bei einer FRET-Effizienz
von 0,65 gefunden wird. Die vier Gaußverteilungen (schwarze, gestrichelte Linien) und ihre
Summe (schwarze, durchgezogene Linie) sind eingezeichnet. Zu erkennen ist, dass die Gauß-
verteilung um die FRET-Effizienz von 0,96 nur einen sehr geringen Anteil an allen ermittelten
Effizienzen annimmt (nur 1,5%), weshalb diese Population zwar nicht überbewertet werden
soll, es sich hierbei aber auch nicht um ein Artefakt handelt. Trotzdem könnte das Histogramm
ebenso gut mit nur drei Verteilungen um 0,65, 0,74 und 0,86 angepasst werden. Aus bioche-
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Prozentualer Anteil der FRET-Effizienz
Nukleotid bei 0,65 bei 0,74 bei 0,86 bei 0,95

GDP − 56% 34% 10%
GDP•AlFx 20% 70% 8,5% 1,5%

Tabelle 4.5 Anteile der FRET-Effizienz für die drei (GDP) bzw. vier (GDP•AlFx) gefundenen Popu-
lationen bei 0,65, 0,74, 0,86 und 0,95 an der gesamten FRET-Effizienz.

mischer Sicht ist jedoch zu erwarten, dass diese Population auch weiterhin vorhanden ist. Die
prozentuale Verteilung der Anteile der einzelnen Populationen ist in Tabelle 4.5 zusammen-
gestellt.
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Abbildung 4.11 Darstellung der in Abbildung 4.10b gezeigten FRET-Effizienzen mit einem jeweils
eigenen Farbcode für jede einzelne FRET-Effizienzkurve eines Donor-Akzeptorpaares. Aus Gründen
der Übersichichtlichkeit sind die Effizienzen (zufällig) auf zwei Histogramme verteilt.
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4.4 Einfluss der Nukleotide auf die Bindung des
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Abbildung 4.12 a) Anisotropie des fluoreszenzmarkierten Transitpeptids (10 µM, davon 1% mit AT-
TO 550 markiert; 0 bis 50 Sekunden: vor Zugabe von Protein; 50-80 Sekunden: Zugabe von Protein;
ab 80 Sekunden: nach Zugabe von gößtenteils GDP gebundenem psToc34SZ (10 µM). Die Anisotro-
pie steigt von r = 0,058± 0,0031 auf r = 0,077± 0,0021. b) Balkendiagramm mit den ermittelten
Anisotropien des ungebundenen Transitpeptids und des Transitpeptids in Anwesenheit des psToc34
Homodimers in unterschiedlichen Nukleotid gebundenen Zuständen.

Sowohl aus den Ensemblemessungen als auch aus den Einzelmolekülmessungen im voran-
gegangenen Kapitel geht hervor, dass die Anwesenheit von Transitpeptid zu einer geöffneten
Konformation des artifiziellen Dimers psToc34SZ führt. In diesem Abschnitt soll überprüft
werden, inwiefern die Bindung des Transitpeptids vom Nukleotid-Zustand des Dimers be-
einträchtigt wird. Hierzu werden Fluoreszenzanisotropiemessungen am fluoreszenzmarkier-
ten Transitpeptid durchgeführt, welches mit dem Farbstoff ATTO 550 markiert ist. Mit Hilfe
dieser Messmethode können Aussagen über die Beweglichkeit von Fluorophoren und damit
vom Transitpeptid gemacht werden (siehe Kapitel 2.2. Beispielhaft ist in Abbildung 4.12a
eine solche Anisotropiemesskurve gezeigt. Zunächst wird in den ersten 50 Sekunden die Ani-
sotropie des frei beweglichen fluorezenzmarkierten Transitpeptids (10 µM, davon 1% fluores-
zenzmarkiert) bestimmt, welche bei einem Wert von r = 0,058± 0,0031 liegt. In den näch-
sten 30 Sekunden wird das psToc34 Homodimer hinzu pipettiert (10 µM). Da dies außerhalb
des Spektrofluorimeters durchgeführt wird, liegen für diesen Zeitrum keine Daten vor. Ab ei-
ner Zeit von circa 80 Sekunden wird die Anisotropie des Transitpeptids in Anwesenheit von
(größtenteils GDP gebundenem) psToc34 Homodimer gemessen. Es ist zu erkennen, dass sich
bereits ein Gleichgewicht zwischen gebundenem und ungebundenem Transitpeptid eingestellt
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Transitpeptid +... Anisotropie
- 0,057±0,0049

...Toc34(GDP) 0,076±0,0043
...Toc34(GMPPNP) 0,075±0,0030

...Toc34(GDP) + AlFx 0,127±0,0062

Tabelle 4.6 Anisotropie des Transitpeptids in Abhängigkeit vom Nukleotid-Zustand des psToc34
Homodimers.

hat, da für den restlichen Zeitraum eine konstante Anisotropie von r = 0,077±0,0021 beob-
achtet wird. Diese Messung wird mehrfach durchgeführt mit GDP-, GMPPNP und GDP•AlFx

(AlFx 10 nM) gebundenem psToc34 Homodimer. Die Nukleotide waren hier jeweils im Über-
schuss vorhanden. Alle ermittelten Anisotropien sind im Balkendiagramm in Abbildung 4.12b
dargestellt. Sowohl die Anzahl der Messungen als auch die Anzahl der Datenpunkte zur Er-
mittlung der Anisotropie ist jeweils angegeben und die ermittelten Werte der Anisotropie sind
in Tabelle 4.6 zusammengestellt.

Für die Messungen an GDP- und GMPPNP gebundenen Protein ergeben sich Anisotro-
pien von r = 0,75 und r = 0,76, womit im Rahmen der Messgenauigkeit kein Unterschied
detektiert werden kann, das heißt die Dissoziationskonstante ist in beiden Fällen die gleiche.
Anders verhält es sich bei der Zugabe von Aluminiumfluorid. Hier steigt die Anisotropie auf
r = 0,127, was sich deutlich von den vorher gemessenen Anisotropien unterscheidet.

Um die Dissoziationskonstante des Transitpeptids zu bestimmen, werden Titrationsexperi-
mente durchgeführt, deren Ergebnisse in Abbildung 4.13a gezeigt sind. Hier wird die Aniso-
tropie des fluoreszenzmarkierten Transitpeptids in unterschiedlichen Konzentrationen in An-
wesenheit von je 10 µM GDP gebundenem (rot) und GDP•AlFx gebundenem (grün) Dimer
gemessen. Zum Vergleich ist die Anisotropie des ungebundenen Transitpeptids (schwarz) ge-
zeigt, welche wie erwartet konzentrationsunabhängig ist und eine mittlere Anisotropie von
r = 0,055 erreicht. Die Messdaten sind mit Gleichung 3.17 angepasst und es ergibt sich
für das Binden an das GDP gebundene Toc34 Homodimer eine Dissoziationskonstante von
KD = 30± 8,5 µM und für das Binden an das GDP•AlFx gebundene Dimer eine Dissoziati-
onskonstante von KD = 18±8,9 µM. Beim Anpassen der Anisotropie ist die Randbedingung
r(cTP → ∞) = 0.055 gewählt. Es ist gut zu erkennen, dass der am GDP•AlFx gebundenen
Dimer ermittelte Fit mit einem großen Fehler behaftet ist. Ein χ2

red-Test liefert einen Wert
von 2,56. Sehr deutlich zu sehen ist dies für die Anisotropie bei 50 und 100 µM. Diese Da-
tenpunkte liegen weit oberhalb der grün dargestellten Fitfunktion. Das liegt wahrscheinlich
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darin begründet, dass sich bei den Messungen in Anwesenheit von Aluminiumfluorid (bei
hohen Transitpeptidkonzentrationen) Aggregate bilden. Eine Aggregatbildung wirkt sich auf
zwei verschiedene Weisen auf die ermittelte Anisotropie aus. Beide bewirken einen Anstieg
der Anisotropie. Erstens führt sie zu einer verlangsamten Rotationsdiffusion des fluoreszenz-
markierten Transitpeptids und damit zu einer erhöhten Anisotropie. Zweitens sedimentieren
Aggregate und verlassen damit das Messvolumen der Küvette, was zu einer geringeren Kon-
zentration der Fluorophore im Messvolumen führt und damit zu einer Anisotropie, welche
einer geringeren Konzentration zuzuordnen wäre, in diesem Fall also einer höheren Aniso-
tropie. Bei Vernachlässigung der Datenpunkte bei 50 und 100 µM Transitpeptid ergibt sich
der in Abbildung 4.13b grün gestrichelt dargestellte Fit mit einer Dissoziationskonstante von
KD = 8,4± 3,6 µM. Ein hier durchgeführter χ2

red-Test liefert einen besseren Wert von 1,72.
Die Randbedingung bleibt mit r(cTP → ∞) = 0.055 erhalten. Während die Standardabwei-
chung einer einzelnen Messkurve teilweise bei lediglich ±0.0001 liegt, zeigt eine Wiederho-
lung der Messung einen sehr viel größeren systematischen Fehler, weshalb allen Messpunkten
der größte ermittelte Fehler der jeweiligen Messreihe zugeordnet wird.
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Abbildung 4.13 Titrationsmessung zur Anisotropie des Transitpeptids: Konzentrationsunabhängi-
ge Anisotropie des ungebundenen Transitpeptids (schwarz) a) Anisotropie des fluoreszenzmarkier-
ten Transitpeptids in unterschiedlichen Konzentrationen in Anwesenheit von GDP gebundenem (rot)
und GDP•AlFx gebundenem (grün) Dimer, mit jeweils nach Gleichung 3.17 berechnetem Fit. b) Der
grün gestrichelt dargestellte Fit ergibt sich bei Vernachlässigung der Datenpunkte bei 50 und 100 µM
Transitpeptid.
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4.5 Ensemble FRET-Messung am psToc34-Toc159

Heterodimer

In Becker et al. [31] wurde vorgeschlagen, dass die Proteine psToc159 und psToc34 einen
funktionalen Heterodimer ausbilden. Mit Hilfe von Fluoreszenzmessungen soll deshalb un-
tersucht werden, ob ein Heterodimer tatsächlich beobachtbar ist. Hierfür wird die G-Domäne
des psToc159 mit ATTO 647N (10 µM) markiert und zunächst das Fluoreszenzspektrum die-
ses markierten Proteins bei Donoranregung gemessen. Das Spektrum ist in Abbildung 4.14a
schwarz dargestellt. Hiermit wird lediglich getestet, wie stark der Akzeptor von selbst fluores-
ziert, ohne dass ein Energietransfer dafür nötig ist. Das rot gestrichelte Spektrum wird gemes-
sen, nachdem die in Abbildung 4.14b dargestellte Messung durchgeführt wurde. Im Folgenden
wird der in Abbildung 4.14b dargestellte Fluoreszenzzeitverlauf aufgenommen. Während der
gesamten Zeit wird mit einer Wellenlänge von 532 nm die Fluoreszenz angeregt, wobei ab-
wechselnd die Fluoreszenzintensität des jeweiligen Maximums von Donor (schwarz, 574 nm)
und Akzeptor (rot, 665 nm) detektiert wird. In den ersten 20 Sekunden befindet sich lediglich
der psToc159 (Akzeptzor, rot) im Messvolumen. Zwischen circa 20 und 40 Sekunden wird der
fluoreszenzmarkierte psToc34SZ (final 8 µM Protein, 2 µM ATTO 550) zum psToc159 hinzu
pipettiert. Die Fluoreszenzintensität des Donors steigt schlagartig auf etwa 280 w.E. und die
des Akzeptors ist bereits gestiegen, obwohl durch die Proteinzugabe sogar eine Konzentrati-
onsverringerung stattgefunden hat, weshalb eine geringere Fluoreszenzintensität zu erwarten
wäre, wenn kein Energietransfer stattfinden würde. Im weiteren Verlauf steigt die Fluoreszenz
des Akzeptors sogar noch an, während die des Donors fällt. Dies kann erklärt werden durch ei-
ne Bindungskinetik zwischen dem psToc159 und dem psToc34SZ, was umso erstaunlicher ist,
da der psToc34 selbst seine homodimere Struktur dafür aufgeben muss. Nachdem eine kon-
stante Intensität für die Akzeptor- und Donorfluoreszenz erreicht ist, wird erneut ein Spektrum
gemessen, welches in 4.14a rot gestrichelt dargestellt ist. Im Vergleich zum zuvor gemessenen
Spektrum ist erwartungsgemäß ein Donorfluoreszenzmaximum hinzugekommen und das Ak-
zeptormaximum hat (trotz einer Verdünnung der Konzentration von 10 µM auf 7,5 µM durch
die Zugabe des psToc34) an Intensität sogar noch zugenommen. Ein direkter Vergleich der
Akzeptorintensitäten ist jedoch nicht quantifizierbar, da bei jedem Pipettiervorgang aufgrund
der Adhäsion Proteine unspezifisch an der Pipettenspitze kleben bleiben, weshalb sich die
Konzentration zwar geringfügig jedoch nicht vernachlässigbar verändert.

Desweiteren wird untersucht, ob sich durch die Zugabe von GMPPNP eine Veränderung der
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Abbildung 4.14 a) Fluoreszenzspektrum (schwarz) der ATTO 647N markierten G-Domäne des
psToc159 (10 µM) angeregt mit 532 nm vor Zugabe von psToc34; Fluoreszenzspektrum (rot, gestri-
chelt) des zu 25% mit ATTO 550 markierten psToc34SZ (8 µM) und der ATTO 647N markierten G-
Domäne des psToc159 (8 µM) b) Fluoreszenzintensitätszeitverlauf der Maxima von Donor- (schwarz)
und Akzeptorfluoreszenz (rot) bei Anregung mit 532 nm; In den ersten 20 Sekunden ist die Fluoreszenz
des mit Akzeptor markiertem psToc159 zu beobachten, nach Zugabe (zwischen 20 und 40 Sekunden)
von mit Donor markiertem psToc34 steigt ab circa 40 Sekunden sowohl die Donor- als auch die Akzep-
torintensität stark an. Im Verlauf der weiteren Messzeit ist ein Anstieg der FRET-Effizienz beobachtbar.

FRET-Effizienz hervorrufen lässt, also ob dies zu einer Dissoziation des Heterodimers oder zu
einer gesteigerten Dimerisierung führt. Hierzu wird der in 4.14a und b vermessenen Probe
GMPPNP (100 µM) hinzu gefügt und erneut ein Fluoreszenzspektrum gemessen, welches
in Abbildung 4.15 rot gestrichelt und bei der maximalen Donorintensität auf Eins normiert
abgebildet ist. Zum Vergleich ist auch das normierte Spektrum der Messung ohne GMPPNP
gezeigt (schwarze, durchgezogene Linie). Es ist deutlich zu erkennen, dass beim Heterodimer
die Zugabe von GMPPNP eine im zeitlichen Mittel erhöhte FRET-Effizienz hervorruft, was
einem höheren Anteil an Dimeren oder einer noch engeren Konformation entspricht. Diese
Eigenschaft kann am Homodimer nicht beobachtet werden (siehe Kapitel 4.2).
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Abbildung 4.15 Fluoreszenzspektren vor (schwarzes Spektrum) und nach (rotes, gestricheltes Spek-
trum) Zugabe von GMPPNP (100 µM) Heterodimer zu ATTO 550 (2,5 µM) fluoreszenzmarkiertem
psToc34SZ (10 µM) und der ATTO 647N markierten GDomäne des psToc159 (10 µM).
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Kapitel 5

Diskussion

Seit der Veröffentlichung der Kristallstruktur des psToc34 in Sun et al. 2002 [26] wird darüber
diskutiert, welche physiologische Rolle das homodimere Toc34 spielt. Im Folgenden wird ein
aktuelles Modell des Proteinimportzyklus vorgestellt, an dem die Messdaten diskutiert wer-
den. Die ermittelten Messergebnisse erlauben eine explizite Verifizierung der wesentlichen
Schritte in diesem Modell und erlauben die Charakterisierung des GTP-Hydrolysezustandes
des psToc34. Schließlich wird eine Heterodimerisierung zwischenpsToc34 undpsToc159 dis-
kutiert.

5.1 Ein aktuelles Modell zum Proteinimport

In Abbildung 5.1 ist ein aktuelles Modell vorgestellt, in dem das Zusammenspiel zwischen
Toc34 und Toc159 in ihrem jeweiligen GTPase Zyklus dargestellt ist [63]. Die einzelnen
Schritte in diesem Zyklus sind nummeriert, um die am Toc34 in Kapitel 4 vorgestellten Daten
in diesen Zyklus einordnen zu können. Die Position des ersten Schritts ist willkürlich gewählt,
hier erfolgt die Dissoziation (1) des Heterodimers Toc34-Toc159, nach der Toc34 in einem
monomeren GDP gebundenen Zustand vorliegt, bevor es zur Homodimerisierung (2) des GDP
gebundenen Toc34 kommt. Das Binden des Vorstufenproteins (3) an das GDP gebundenen Di-
mer führt zur Dissoziation des Dimers (4). Im monomeren Zustand des Toc34 findet nun der
Nukleotidaustausch (5) statt, hierbei wird GDP durch GTP ausgetauscht und es folgt eine He-
terodimerisierung mit dem GTP gebundenen Toc159. Eine gegenseitige Stimulierung zur GTP
Hydrolyse (6) mittels der sogenannten Argininfinger beider Proteine Toc34 und Toc159 führt
zur Übergabe des Vorstufenproteins an die Translokationspore Toc75 (nicht eingezeichnet)
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Abbildung 5.1 Vereinfachtes Modell des Toc34 GTPase Zyklus basierend auf [63]; (1) Dissoziation
des Heterodimers zu monomerem GDP gebundenem Toc34 und GDP gebundenem Toc159; (2) Homo-
dimerisierung des GDP gebundenen Toc34; (3) Binden des Vorstufenproteins an das GDP gebundene
Toc34 Homodimer mit anschließender, dadurch induzierter (4) Dissoziation des Dimers; (5) Austausch
von GDP durch GTP am Toc34; Heterodimerisierung von Toc34 und Toc159 mit anschließender ge-
genseitiger Stimulierung zur GTP-Hydrolyse (6) und einem dadurch hervorgerufenen Transfer (7) des
Vorstufenproteins durch den Translokationskanal Toc75 (nicht eingezeichnet); Dissoziation des Hete-
rodimers zu monomerem (1) Toc34 und (7a) Toc159; (7b) Austausch von GDP durch GTP am Toc159.

und hiermit zur Translokation des Vorstufenproteins (7) in den Intermembranraum zwischen
der äußeren und der inneren Hülle des Chloroplasten. Nach anschließender Dissoziation des
Heterodimers (1 und 7a) in die ensprechenden Monomere folgt für den GDP gebundenen
Toc159 ein Nukleotidaustausch mit GTP (7b) und für den GDP gebundenen Toc34 beginnt
der Zyklus mit Schritt 1 von „vorne“.

5.2 Monomer oder Dimer, das ist hier die Frage

Wie einleitend bereits erwähnt, gibt es zum Toc34 konträre Meinungen bezüglich des Vorhan-
denseins eines Toc34 Dimers. So gibt es z.B. in Sveshnikova et al. [64] einen Modellzyklus
ohne dimerisiertes Toc34. Auch in Jelic et al. [65] wird der Proteinimport ohne ein Toc34
Homodimer diskutiert. Jedoch wird seit einiger Zeit vermutet, dass für einige GTPasen eine
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Dimerisierung essentiell für die Regulierung der GTP-Hydrolyse-Zyklen ist [12]. Erste Hin-
weise dafür, dass auch Toc34 zu dieser Familie gehört, konnten in Oreb et al. [27] gefunden
werden. (Hier wurde gezeigt, dass für atToc33 die Nukleotidbindetasche vermutlich an der
Dimerisierungsgrenzfläche liegt.) Da die Dissoziationskonstante des GDP gebundenen Toc34
Dimers (ohne Membrananker!) auf 50± 20 µM bestimmt wurde [25], was etwa sechs Größen-
ordnungen zu hoch ist, um damit Einzelmolekülmessungen durchzuführen, wurden für diese
Studie artifizielle Dimere hergestellt, wobei zwei Toc34 Proteine über ein „Spacer-Zipper“
Konstrukt zueinander in räumliche Nähe gebracht werden. Sofern nicht anders erwähnt, wur-
den die Messungen an den in Abschnitt 4.1 vorgestellten Cysteinmutanten des artifiziellen
Toc34 Homodimers durchgeführt. In Abschnitt 4.1 wurde gezeigt, dass die gemessenen FRET-
Effizienzen im Rahmen der Messgenauigkeit mit denen übereinstimmen, die anhand der aus
der Kristallstruktur (siehe Abbildung 4.1) ermittelten Abständen berechnet werden. Die Er-
gebnisse stützen somit die Vermutung, dass Toc34 auch in vitro in der in Sun et al. gezeigten
Orientierung dimerisiert [26].

Der in Abbildung 5.1 schematisch dargestellte GTPase Zyklus des Toc34 zeigt in Schritt (2)
eine Homodimerisierung, nachdem das Heterodimer Toc34-Toc159 dissoziiert ist (1). Die Er-
gebnisse der Einzelmolekülmessungen am psToc34SZV78C zeigen, dass das „Zipper-Spacer“
Konstrukt sowohl im GDP als auch im GTP gebundenen Zustand als über die Zeit stabiles Di-
mer vorliegt. Beispielhaft dient der Fluoreszenzzeitverlauf von Donor und Akzeptor mit der
dazugehörigen FRET-Effizienz in Abbildung 4.2 aus Kapitel 4.1.1, welcher für einen Zeit-
raum von 96 Sekunden eine im Rahmen der Messgenauigkeit konstante, hohe FRET-Effizienz
von 0,95 ergibt. Dass keine Dissoziation beobachtet wird, kann durch eine erhöhte lokale
Konzentration erklärt werden, die in Kapitel 3.1.1 zu mindestens 388 µM bestimmt wurde. Ob-
gleich bei einer Dissoziationskonstante von KD = 50 µM, die für den GDP gebundene psToc34
ohne „Spacer-Zipper“ bestimmt wurde, [25] noch 22% der Proteine als Monomer vorliegen
sollten, widerspricht dies nicht unseren Beobachtungen eines stabilen Dimers: Erstens kann
eine sehr viel höhere lokale Konzentration angenommen werden (aufgrund der random-coil
Struktur der Aminosäurekette). Und zweitens muss eine geringere Dissoziationskonstante an-
genommen werden, da die beiden Toc34 Proteine durch den Zipper in ihrer Beweglichkeit
stark eingeschränkt sind und zu einer räumlich nahen Position gezwungen werden. Anhand
der hier durchgeführten Messungen kann also gezeigt werden, dass ein Dimer im GDP gebun-
denen Zustand existiert, was der Position (2) im Zyklus aus Abbildung 5.1 entspricht.

69



Kapitel 5 Diskussion

Mit Hilfe der Cysteinmutante psToc34SZV78C/R133A wird gezeigt, dass das Arginin R133
im Argininfinger des Toc34 einen unmittelbaren Einfluss auf das Dimerisierungsverhalten von
Toc34 hat. Ohne Arginin 133 findet keine stabile Dimerisierung statt. Das in Einzelmolekül-
messungen ermittelte Histogramm der FRET-Effizienzen (Abbildung 4.4b) zeigt eine deutli-
che Verbreiterung zu niedrigeren FRET-Effizienzen und damit nicht nur zu größeren Abstän-
den sondern auch zu einer breiten Verteilung möglicher Abstände. Als Vergleich ist der Fit aus
der Messung am GDP gebundenen psToc34SZV78C gezeigt, der diese Verbreiterung verdeut-
licht. Ein typischer zeitlicher Verlauf, der an einem einzelnen Dimer ermittelten Effizienz, ist
in Abbildung 4.5b dargestellt, und zeigt deutlich, dass über die Zeit kein konstanter Energie-
übertrag detektiert und damit kein konstanter Abstand zwischen den Fluoreszenzfarbstoffen
ermittelt werden kann. Obwohl die Argininfingermutante nicht dimerisieren kann [25] werden
nicht nur geringe sondern auch sehr hohe FRET-Effizienzen ermittelt. Das Vorhandensein von
eben dieser hohen Bandbreite an FRET-Effizienzen zeigt wiederum, dass die „Spacer-Zipper“
Konstruktion die Proteine zwar in eine räumlich nahe Position zueinander zwingt, jedoch eine
genügend hohe Flexibilität zulässt, um Abstandsänderungen und Dissoziationen detektieren
zu können. Die artifiziellen Dimere können also für Experimente verwendet werden, die das
Dimerisierungsverhalten der psToc34 Proteine aufklären sollen.

5.3 Einfluss der Nukleotide auf Toc34 Homodimere

In diesem Abschnitt wird diskutiert, welchen Einfluss verschiedene Nukleotide auf die Struk-
tur des Toc34 Homodimers haben. Bereits durch die in Abbildung 4.3a und b gezeigten
Ensemble- und Einzelmolekülmessungen ist ersichtlich, dass das größtenteils GDP gebun-
dene Toc34 Homodimer sich erstens fluoreszenzmarkieren lässt, und zweitens in einer dime-
ren Struktur vorliegt. Die in Abschnitt 4.2 vorgestellten Ensemblemessungen ergeben, dass
für den größtenteils GDP gebundenen Toc34 eine Zugabe von GDP (Abbildung 4.7a) und
GMPPNP (Abbildung 4.7c) im 400fachen molaren Überschuss eine geringe Erhöhung der
FRET-Effizienz hervorruft. Da sich der Anteil an nukleotidgebundenem Toc34 und der Anteil
an Dimeren erhöht hat, deutet dies darauf hin, dass im nukleotidfreien Zustand eine offenere
dimere oder eine monomere Konformation vorliegt. Für das GDP•AlFx gebundene Dimer,
welches einem Zustand während der GTP Hydrolyse entsprechen soll [49] (siehe hierzu Ka-
pitel 3.4) (Abbildung 4.7e) ist eine leichte Abnahme der Effizienz beobachtbar, was auf ei-
ne veränderte Konformation oder einen im zeitlichen Mittel geringeren Anteil an Dimeren
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hindeutet. Bei der Betrachtung der Einzelmolekülmessungen zeigen sich für alle drei nukleo-
tidgebundenen Zustände (Abbildung 4.7b, d, f) hohe und vor allem über die Zeit konstante
FRET-Effizienzen. Das „Zipper-Spacer“-Konstrukt liegt also für alle drei nukleotidgebunde-
nen Zustände als Dimer vor. Es wird aber im Rahmen der Messgenauigkeit kein signifikanter
Unterschied zwischen den drei nukleotidgebunden Zuständen festgestellt. Zusammen mit den
Ensemblemessungen ist jedoch für das GDP•AlFx gebundene Toc34 Homodimer eine Ten-
denz zu einer leicht veränderten Konformation zu erkennen, die eine geringere FRET-Effizienz
und damit einen größeren oder zumindest veränderten Abstand zwischen den Farbstoffnmole-
külen hervorruft.

5.4 Nukleotidaustausch am Monomer oder Dimer?

Ob ein Nukleotidaustausch am psToc34 wie bei atToc33 bevorzugt am Monomer stattfindet
[27], soll in diesem Abschnitt mittels Anisotropiemessungen untersucht werden. In Kapitel
4.1.2 ist in Abbildung 4.6 die Anisotropie des fluoreszenzmarkierten mantGMPPNP beim
Binden an verschiedene Toc34 Proteine dargestellt. Das mantGMPPNP ist zunächst frei be-
weglich in der Pufferlösung, bevor psToc34 Monomere (rot), artifizielle psToc34SZV78C Di-
mere (schwarz) und die Argininfingermutante des artifiziellen Dimers (welche keine stabi-
le Dimerisierung erreichen kann, grün) hinzupipettiert werden. Dieses Experiment wird bei
zwei verschiedenen Proteinkonzentrationen durchgeführt, einmal bei 5 µM Protein, also un-
terhalb der Dissoziationskonstante von 50 µM des psToc34 und einmal bei 100 µM Protein,
also oberhalb dieser Kontanten. Bei beiden Proteinkonzentrationen ist erkennbar, dass der Nu-
kleotidaustausch am psToc34 Monomer und an der Argininfingermutante des „Spacer-Zipper“
Konstrukts psToc34SZV78C/R133A mit einer höheren Rate erfolgt, als am psToc34SZV78C
Dimer (Raten siehe Tabelle 4.2). Das heißt, der im Zyklus als Schritt (5) markierte Nukleotid-
austausch findet auch beim psToc34 mit einer höheren Wahrscheinlichkeit am Monomer statt.
Da im nachfolgenden Unterkapitel noch gezeigt werden wird, dass der monomere Zustand zu-
meist erst durch Binden des Transitpeptids induziert wird, unterstützen die von uns ermittelten
Daten die in Abbildung 5.1 vorgeschlagene Abfolge des Zyklus.
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5.5 Binden des Transitpeptids mit anschließender

Dissoziation des Toc34 Homodimers

Am GDP gebundenen atToc33 konnte bereits gezeigt werden, dass durch Zugabe von Transit-
peptid ein beschleunigter Nukleotidaustausch stattfindet. Da am monomeren atToc33 ein im
Vergleich zum dimeren atToc33 ebenfalls beschleunigter Nukleotidaustausch zu beobachten
war, konnte so indirekt gezeigt werden, dass durch Zugabe von Transitpeptid atToc33 dis-
soziiert [27]. Ob diese Dissoziation auch am psToc34 gefunden werden kann, soll in diesem
Abschnitt geklärt werden. Des Weiteren wird untersucht, ob das Transitpeptid „nur“ an den
GDP gebundenen psToc34 binden kann oder auch an andere Nukleotid-gebundene Zustände
des Proteins.

Das Binden des Transitpeptids an das Toc34 Homodimer und die anschließende Dissoziati-
on des Dimers, im abgebildeten Zyklus entspricht dies den Positionen (3) und (4), ist abhängig
vom Nukleotid, welches am Toc34 Homodimer gebunden ist. Während im Rahmen der Mess-
genauigkeit keine Unterschiede zwischen dem GDP und dem GMPPNP gebundenen Toc34
Homodimer ermittelt werden, zeigen sich signifikant unterschiedliche Messergebnisse beim
Binden an GDP•AlFx gebundenes Toc34 Homodimer. Die hierzu durchgeführten Messungen
sowie eine Interpretationsmöglichkeit dieser Messergebnisse sind im folgenden angegeben:

Mittels Anisotropiemessungen wird eine höhere Affinität des fluoreszenzmarkierten
Transitpeptids beim Binden an den GDP•AlFx gebundenen Toc34 Homodimer ermit-
telt. Die in Abbildung 4.12 in Kapitel 4.4 vorgestellten Messergebnisse zeigen einen Anstieg
der Anisotropie des fluoreszenzmarkierten Transitpeptids und damit das Binden des Transit-
peptids an psToc34SZV78C. Es wird derselbe Anstieg der Anisotropie des fluoreszenzmar-
kierten Transitpeptids beim Binden an GDP und GMPPNP gebundenes Toc34 Homodimer
von ∆r = 0,019 für GDP bzw. ∆r = 0,018 für GMPPNP (siehe Abbildung 4.12) gemes-
sen. Ein deutlich größerer Unterschied zur Anisotropie des ungebundenen Transitpeptids von
∆r = 0,07 ist jedoch für das Binden an das GDP•AlFx gebundene Dimer zu erkennen, was
auf einen erhöhten KD hinweist. Um diesen Unterschied genauer zu betrachten, wurden Ti-
trationsexperimente durchgeführt, deren Ergebnisse in Abbildung 4.13 gezeigt sind. Hieraus
ergibt sich nach Gleichung 3.17 für das Binden an das GDP gebundene Toc34 Homodimer
eine Dissoziationskonstante von KD = 30± 8,5 µM und für das Binden an das GDP•AlFx

gebundene Dimer eine Dissoziationskonstante von KD = 18±8,9 µM.
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Ensemble-Fluoreszenzmessungen am fluoreszenzmarkierten Dimer ergeben eine hö-
here FRET-Effizienz am GDP•AlFx gebundenen Toc34 Homodimer in Anwesenheit von
Transitpeptid. Die in Abschnitt 4.3 in Abbildung 4.8 a, c und e gezeigten Fluoreszenzspek-
tren zeigen, dass nach Zugabe von Transitpeptid zum Dimer ein Öffnen des Dimers im GDP,
GMPPNP und GDP•AlFx gebundenen Zustand beobachtet wird, da die FRET-Effizienz in
allen drei Fällen abnimmt, wenngleich die Abnahme beim GDP•AlFx geringer ausfällt. Die
im Zyklus beschriebene Position (4), nach der das GDP gebundene Toc34 Homodimer durch
Binden des Vorstufenproteins in Monomere dissoziiert, kann also bestätigt werden. Bei den
Messungen 4.8 b, d und f wird zunächst zum größtenteils GDP gebundenen Toc34 Homo-
dimer das Transitpeptid hinzugegeben und anschließend der Nukleotidzustand verändert. Im
Rahmen der Messgenauigkeit ist nach Zugabe von GDP und GMPPNP (4.8 b und d) kein Un-
terschied zur vorherigen FRET-Effizienz erkennbar. Bei Zugabe von Aluminiumfluorid nimmt
sie jedoch trotz Vorhandenseins von Transitpeptid wieder leicht zu. Aluminiumfluorid zwingt
das Dimer also in einen geschlosseneren Zustand, während das Transitpeptid das Dimer zuvor
geöffnet hat.

Zeitaufgelöste Ensemble-Fluoreszenzmessungen ergeben ein verlangsamtes Öffnen des
Dimers und damit ein verlangsamtes Binden des Transitpeptids an den GDP•AlFx ge-
bundenen Toc34 Homodimer. Aus Abbildung 4.9 wird ersichtlich, dass im Vergleich zum
GDP und GMPPNP gebundenen Toc34 Zustand (Abbildung 4.9 a und c) eine deutlich ver-
langsamte Bindung des Transitpeptids an das Toc34 Homodimer stattfindet, wenn dieser im
GDP•AlFx gebundenen Zustand vorliegt (Abbildung 4.9 e). Die kon-Rate wird also kleiner
und die Dissoziationskonstante verringert sich ebenfalls. Das heißt, die ko f f -Rate muss im
Verhältnis zur kon-Rate deutlich verringert sein. Daraus folgt, dass das Transitpeptid gleicher-
maßen gut an das GDP gebundene Toc34 Homodimer (Position (3) im Zyklus) und GMPPNP
gebundene Toc34 Homodimer bindet.

Bei Einzelmolekülfluoreszenzmessungen am GDP•AlFx gebundenen Toc34 Homodi-
mer wird eine Population bei einer FRET- Effizienz von 0,65 gefunden, die in keiner
weiteren Messung an diesem Dimer ausgeprägt ist. In Abbildung 4.10a ist das FRET-
Histogramm gezeigt, welches am GDP gebundenen Toc34 Homodimer ermittelt wurde. Es
ist deutlich zu erkennen, dass im Vergleich zur Messung ohne Transitpeptid (Abbildung 4.7b)
eine Verbreiterung zu kleinen FRET-Effizienzen hin stattgefunden hat, die Fluoreszenzfarb-
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stoffe und damit die einzelnen Protomere also einen größeren Abstand zueinander einnehmen,
was in Einklang mit den Ergebnissen der Ensemblemessungen steht. In Abbildung 4.10b sind
die FRET-Effizienzen dargestellt, die am GDP•AlFx (AlFx 10 nM) gebundenen Toc34 Ho-
modimer in Anwesenheit von Transitpeptid ermittelt werden. Deutlich zu erkennen ist eine
weitere Verbreiterung des Histogramms zu niedrigeren FRET-Effizienzen. Die beiden Ma-
xima bei 0,65 und 0,86 stellen separate Zustände dar, was mit Hilfe von Abbildung 4.11
veranschaulicht wurde. Während der Zustand bei 0,86 auch in allen vorherigen Einzelmo-
lekülfluoreszenzmessungen (Abbildung 4.7b, d und f und Abbildung 4.10b) gefunden werden
kann, ist die Population um 0,65 einzigartig und könnte durch eine veränderte stabile Konfor-
mation hervorgerufen sein, die trotz des vergrößerten Abstandes zwischen den Fluorophoren
noch immer einen dimeren Zustand widerspiegelt.

Im folgenden wird eine Interpretationsmöglichkeit dieser vier signifikanten Unter-
schiede diskutiert:

In Koenig et al. [21] wird von einer Stabilisierung des Homodimers gesprochen, wenn sich
dieser im GDP•AlFx gebundenen Zustand befindet. Durch die Zugabe von Aluminiumfluorid
zum artifiziellen Toc34 Homodimer wird dieser in einem Hydrolysezustand künstlich gefan-
gen gehalten. Dieser Zustand könnte dem in Einzelmolekülflureszenzmessungen gefundenem
Zustand bei einer FRET-Effizienz von 0,65 entsprechen. In diesem Zustand könnte z.B. die
Zugänglichkeit der Proteinbindetasche verändert sein [26], so dass das Transitpeptid in die-
sem Zustand schlechter oder nicht binden kann. Tatsächlich ergibt sich auch (wie in Kapitel
4.3 beschrieben) eine deutlich verringerte kon-Rate des Transitpeptids in Anwesenheit von
GDP•AlFx Komplexen (siehe hierzu Abbildung 4.9e). Es ist möglich, dass im durchgeführten
Experiment das Binden dieses Transitpeptids erst stattfindet, wenn der GDP•AlFx Komplex
vom Protein dissoziert ist, das Protein sich also im nukleotidfreien Zustand befindet. Im Zy-
klus entspricht das einem Zustand nach der Hydrolyse von GTP. Anschließend wird wieder
ein GDP•AlFx gebunden und es bildet sich ein stabiles Dimer aus, welches die Dissoziation
des Transitpeptids verhindert bzw. verlangsamt. Dies wiederum könnte die erhöhten Anisotro-
piewerte des Transitpeptids erklären, welche in Anwesenheit von Aluminiumfluorid detektiert
werden. Die Ensemblefluoreszenzmessungen ergeben ein erneutes Dimerisieren des Toc34
durch Zugabe von Aluminiumfluorid, nachdem das Homodimer durch Zugabe von Transit-
peptid dissoziierte. Dass eine geringere FRET-Effizienz als vor Zugabe von Transitpeptid er-
reicht wird, könnte durch die Konformationsänderung des Toc34 erklärt werden.
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Zusammenfassend kann gesagt werden, dass sowohl aus den Ensemblemessungen als auch
aus den Einzelmolekülmessungen hervorgeht, dass das Transitpeptid an GDP und GMPPNP
gebundenes Homodimer gleichermaßen bindet und das Dimer in beiden Fällen dissoziiert.
Ein Binden an GDP gebundenes Toc34 Dimer (Position (3) im abgebildeten Zyklus) ist also
möglich. Für das GDP•AlFx gebundene Dimer kann zwar auch eine Abstandsvergrößerung
zwischen den Farbstoffmolekülen, die an dem artifiziellen Dimer psToc34SZ gebunden sind,
beobachtet werden, jedoch finden sich im Vergleich zum GDP bzw. GMPPNP gebundenen
Dimer vier signifikant unterschiedliche Eigenschaften in Anwesenheit von Transitpeptid:

1. Durch Zugabe von Aluminiumfluorid zum Toc34 Homodimer in Anwesenheit von Tran-
sitpeptid kann eine Steigerung der FRET-Effizienz erreicht werden. Weder die Zugabe
von GDP noch von GMPPNP führt zu diesem Verhalten (siehe Abbildung 4.7).

2. Eine (im Vergleich zum GDP und GMPPNP gebundenen Dimer) verlangsamte Bindung
des Transitpeptids an den Toc34 Homodimer kann gezeigt werden (siehe Abbildung
4.9).

3. Die Anisotropie des fluoreszenzmarkierten Transitpeptids erreicht einen deutlich höhe-
ren Wert beim Binden an GDP•AlFx gebundenen Dimer als beim Binden an GDP bzw.
GMPPNP gebundenen Dimer (siehe Abbildung 4.12).

4. Bei Einzelmolekülmessungen wird eine Population bei einer FRET-Effizienz von 0,65
gefunden, die in keiner weiteren Messung an diesem Dimer ausgeprägt ist (siehe Abbil-
dung 4.10).

Genau hier kann gesagt werden, dass es sich um eine berechtigte Annahme handelt, den
GTPase Zyklus des psToc34 als chemomechanischen Zyklus zu betrachten, denn diese vier
Unterschiede könnten durch eine Konformationsänderung erklärt werden, die durch die Hy-
drolyse hervorgerufen wird und dazu führt, dass sich sowohl der Abstand zwischen den Fluo-
reszenzfarbstoffen als auch die Dissoziationskonstante des Transitpeptids verändert.

5.6 Heterodimer

Ein wesentlicher Aspekt des in Abbildung 5.1 gezeigten Modells ist, dass im Laufe des Zy-
klus ein Heterodimer gebildet wird. Im Folgenden werden erste Messungen diskutiert, bei
denen eine Heterodimerisierung beobachtet werden konnte. Anschließend wird diskutiert, ob
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anhand der am Homodimer ermittelten Messergebnisse festgestellt werden kann, wann eine
Heterodimerisierung zwischen Toc34 und Toc159 stattfinden kann.

In Abschnitt 4.5 wird in Abbildung 4.14 gezeigt, dass eine Heterodimerisierung zwischen
Toc34 und Toc159 stattfinden kann, was bei diesem Experiment umso erstaunlicher war, da
Toc34 seine sonst stabile homodimere Struktur dafür aufgeben muss. Dies deutet auf eine
besonders hohe Affinität zwischen Toc34 und Toc159 hin. Durch Zugabe von GMPPNP wird
diese sogar noch erhöht, was dafür spricht, dass die Heterodimerisierung bevorzugt an GTP
gebundenen Proteinen stattfindet.

Damit eine Heterodimerisierung stattfinden kann, ist anzunehmen, dass das Toc34 zunächst
als Monomer vorliegt bevor es zur Heterodimerisierung kommt. Bei Einzelmolekülmessun-
gen befindet sich Toc34 allerdings in einem stabilen dimeren Zustand, unabhängig davon, ob
GDP oder GTP gebunden ist (siehe hierzu Kapitel 5.3). Dieses stabile Homodimer dissozi-
iert jedoch nach Zugabe von Transitpeptid (siehe hierzu Kapitel 5.5), das heißt, hier besteht
eine Bindungsmöglichkeit für Toc159. Tatsächlich wird in Anwesenheit von Transitpeptid ei-
ne erhöhte Affinität zur Homodimerisierung festgestellt, (siehe Abbildung 4.8) wenn Toc34
im GDP•AlFx gebundenen Zustand ist, welcher einem Zustand während der Hydrolyse ent-
spricht. Da die G-Domäne des Toc159 zu der des Toc34 sehr ähnlich ist [26] kann man spe-
kulieren, dass diese erhöhte Affinität auch für das Heterodimer gilt. Das bedeutet, dass vor
der Ausbildung des Heterodimers noch ein Austausch des GDP durch GTP stattfinden muss,
da es sonst zu keiner Hydrolyse kommen kann. In Kapitel 5.5 wird festgestellt, dass der Aus-
tausch von GDP durch das GTP Analogon GMPPNP am monomeren Toc34 mit einer höheren
Wahrscheinlichkeit stattfinden kann als am homodimeren Toc34. Dies spricht dafür, dass der
Nukleotidaustausch erst stattfindet, nachdem das stabile GDP gebundene Toc34 Homodimer
durch das Binden von Vorstufenprotein dissoziiert ist. Es kann also tatsächlich vermutet wer-
den, dass die Ausbildung des Heterodimers an Position (6) des in Abbildung 5.1 gezeigten
Proteinimportprozesses stattfindet.

5.7 Zusammenfassung

Die ermittelten Messdaten stützen das in Abschnitt 5.1 vorgestellte Modell zum Proteinimport.
Mit Hilfe des „Spacer-Zipper“ Konstruktes psToc34SZV78C konnte gezeigt werden, dass im
GDP gebundenen Zustand ein über die Zeit stabiles Dimer vorliegt. Es ist gut vorstellbar, dass
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sich nach der Dissoziation des Toc34-Toc159 Heterodimers (Position (1) im Zyklus) ein GDP-
gebundenes Toc34 Homodimer (2) ausbildet. Es konnte gezeigt werden, dass Transitpeptid an
das GDP-gebundene Homodimer bindet (3) und dieser Bindung unmittelbar eine Dissoziation
(4) des Homodimers folgt. Außerdem konnte nachgewiesen werden, dass ein Nukleotidaus-
tausch am Monomer mit einer größeren Rate stattfindet, als am Homodimer, weshalb vermutet
werden kann, dass dieser an Position (5) erfolgt. Aufgrund der strukturellen Ähnlichkeit der
G-Domänen von Toc34 und Toc159 können wir anhand der am Homodimer ermittelten Daten
spekulieren, dass die Heterodimerisierung tatsächlich an Position (6) erfolgt und wir haben
maßgebende Hinweise dafür herausgestellt, dass während der Hydrolyse eine Konformations-
änderung des Toc34 erfolgt.

GDP

GMPPNP

GDP•AlFx

Abbildung 5.2 Dissoziation des GDP und GMPPNP gebundenen Toc34 Homodimers nach Zugabe
von Transitpeptid; vermutete Konformationsänderung des GDP•AlFx- und Transitpeptid gebundenen
Toc34 Homodimers.

Während das Toc34 Homodimer unabhängig von seinem nukleotidgebundenen Zustand als
stabiles Dimer existiert, soll Abbildung 5.2 veranschaulichen, dass nach Zugabe von Tran-
sitpeptid eine deutliche Veränderung dieses Zustands induziert wird. Anhand der ermittelten
Daten kann nicht nur gezeigt werden, dass das Binden dieses Transitpeptids zur Dissoziation
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des GDP-gebundenen psToc34 Homodimers führt, was bisher nur für den atToc33 gezeigt
wurde [27], sondern dasselbe Verhalten auch für das GTP-gebundene psToc34 angenommen
werden kann. Des Weiteren wurden die in Kapitel 5.5 ausführlich beschriebenen Unterschiede
sowohl für das Binden von Transitpeptid an das GDP•AlFx-gebundene Toc34 Homodimer als
auch für das Dimerisierungsverhalten dieses GDP•AlFx- und Transitpeptidgebundenen Toc34
Homodimers. Aufgrund dieser Unterschiede ist es wahrscheinlich, dass auch hier ein stabiles
Dimer vorliegt, jedoch eine Konformationsänderung stattgefunden hat. Allein mithilfe die-
ser am Homodimer ermittelten Daten konnte sogar eine Hypothese aufgestellt werden, wann
eine Interaktion bzw. Heterodimerisierung mit dem Toc159 im GTPase Zyklus auftreten kann.

Die Messungen in dieser Arbeit unterstützen prinzipiell den in [63] vorgeschlagenen GT-
PaseZyklus, dieser muss jedoch durch weitere Pfade ergänzt werden. In Abbildung 5.3 sind
zusätzlich zu den in Abbildung 5.1 gezeigten Pfaden im chemomechanischen Zyklus jene
alternativen Wege gezeigt, bei denen nach der Dissoziation des Heterodimers eben keine Ho-
modimerisierung auftritt, sondern zunächst ein Nukleotidaustausch (A1) stattfindet oder das
Binden des Transitpeptids an das Toc34 Monomer (A5) erfolgt. Im Folgenden werden jene
möglichen anderen Pfade diskutiert, welche bisher nicht betrachtet wurden:

Wie in Kapitel 5.2 beschrieben, liegt das „Spacer-Zipper“ Konstrukt im GDP-gebundenen
Zustand als stabiles Dimer vor. Dass keine Dissoziation beobachtet wird, ist durchaus auf
die hohe lokale Proteinkonzentration zurückführbar, die durch den künstlichen Zipper verur-
sacht wird. Ob also ein Nukleotidaustausch oder das Binden von Vorstufenprotein bereits an
monomeres GDP-gebundenes Toc34 stattfindet, was den alternativen Pfaden (A1) und (A5)
entspricht, kann anhand der diskutierten Daten weder ausgeschlossen noch bestätigt werden.
Selbiges ergibt sich hiermit für die Wege über (A2) und (A6). Es bleibt noch die Möglich-
keit, dass der Nukleotidaustausch am Homodimer erfolgt, einmal vor dem Binden (A7) und
einmal nach dem Binden (A8) des Vorstufenproteins. Die in Kapitel 5.4 diskutierten Daten
zeigen, dass am monomeren Toc34 eine höhere Nukleotidaustauschrate gefunden wird als am
dimeren Toc34, weshalb der Weg über (A7) zwar nicht ausgeschlossen werden kann, jedoch
stützen die in dieser Arbeit ermittelten Daten die in Abbildung 5.1 gezeigte Position (5) als
Ort für den Nukleotidaustausch innerhalb des Zyklus. Ebenso verhält es sich mit dem Weg
über die (A8). Die ermittelten Daten zeigen als Folge des Bindens von Transitpeptid an das
GDP-gebundene Homodimer eine Dissoziation, weshalb auch hier Position (5) als Ort für den
Nukleotidaustausch befürwortet wird. Für die alternativen Pfade (A3) und (A4) gilt dieselbe
Argumentation wie bei (A2) und (A6), beide Pfade sind möglich.
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D

D

D

D

D

T

T

T
D

D

Vorstufen-
protein

Toc34 Toc159

(7) Translokation

(3) Binden des
     Vorstufenproteins

(4) Dissoziation (5) Nukleotidaustausch

(6) Heterodimerisierung und
     gegenseitige Stimulierung
     zur GTP Hydrolyse

(1) Dissoziation

(7a) Dissoziation

(2) Homodimerisierung

(7b) Nukleotid-
        austausch

T

T X

T X

T...GTP
D...GDP
X...GXP

(A1)

(A2)

(A3)

(A4)

(A5)

(A6)

(A7)

(A8)

T

Abbildung 5.3 Kompletter chemomechanischer Zyklus. Alternative Pfade im vereinfachten Modell
des in Abbildung 5.1 gezeigten Toc34 chemomechanischen GTPase Zyklus; (A1), (A7) und (A8) zei-
gen mögliche andere Pfade für den Nukleotidaustausch, (A2) die Homodimerisierung des GTP ge-
bundenen Homodimers, (A3), (A5) und (A6) zeigen alternative Vorschläge für das Binden von Tran-
sitpeptid und (A4) beschreibt die Dissoziation des GTP-gebundenen Homodimers nach Binden von
Transitpeptid.
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Kapitel 6

Ausblick

In dieser Arbeit wurde mit Hilfe von Einzelmolekül-FRET am psToc34 erstmals eine Me-
thode etabliert, den chemomechanischen GTPase-Zyklus des psToc34 direkt zu beobachten.
Die Assoziation und die Dissoziation des Homodimers in Abhängigkeit von Transitpeptid und
Nukleotid wurde eingehend charakterisiert, so dass eine bisher unbekannte Konformationsän-
derung im GDP•AlFx Zustand gezeigt werden konnte, welcher einem Zustand während der
Hydrolyse entsprechen soll. Aufbauend auf den bisher erzielten Ergebnissen können folgende
Experimente weiteren Aufschluss über den sehr komplexen chemomechanischen Proteinim-
portzyklus geben.

6.1 Übergangszustand

• Weitere Immitate für den Übergangszustand
Mittels Aluminiumfluorid kann das GDP-gebundene psToc34 in einen Zustand überge-
hen, der einem Übergangszustand während der GTP Hydrolyse entspricht. In diesem
Zustand wurden in Anwesenheit von Transitpeptid signifikante Unterschiede gegenüber
dem GDP/GMPPNP-Zustand ermittelt. Die Chemikalien Berylliumfluorid und Vanadat
haben eine vergleichbare Wirkung [66, 67]. Dabei entspricht Vanadat eher noch einem
Zustand kurz nach der Hydrolyse, weshalb zum einen Messungen mit Berylliumfluo-
rid die mit AlFx ermittelten Daten stützen könnten und zum anderen Messungen mit
Vanadat weiter Aufschluss über die während der Hydrolyse auftretenden Konformati-
onsänderungen liefern können.

• Konformationsuntersuchungen mittels weiterer Cysteinmutanten
In Kapitel 4.3 wurde eine Konformationsänderung des psToc34 im GDP•AlFx gebun-

81



Kapitel 6 Ausblick

denen Zustand beobachtet, welcher einem Zustand während der Hydrolyse entspricht.
Diese Beobachtung fordert regelrecht dazu heraus, weitere Cysteinmutanten herzustel-
len. Mit Hilfe dieser Cysteinmutanten, die spezifisch mit Maleiminimid-Fluoreszenz-
farbstoffen markiert werden können, kann diese neue räumliche Struktur mittels Einzel-
molekülfluoreszenzmessungen „vermessen“werden, was zum Verständnis des Import-
zyklus einen wichtigen Beitrag leisten wird.

6.2 Heterodimer

• Einfluss von Nukleotiden und Transitpetid auf die Konformation des Heterodimers
Es wurde bereits in ersten Ensemblemessungen (Kapitel 4.5) gezeigt, dass die Aus-
bildung eines Heterodimers durch Zugabe von GMPPNP forciert werden kann. Durch
ein „Spacer-Zipper“-Konstrukt, welches eine räumlich hohe Konzentration von psToc34
und psToc159 hervorruft, kann dieses Heterodimer näher untersucht werden. So kann
beispielsweise die Nukleotidabhängigkeit genauer charakterisiert werden, um heraus-
zufinden, ob auch hier in Anwesenheit von Transitpeptid eine Konformationsänderung
während der Hydrolyse beobachtbar ist.

• Vielfarben-FRET
Mit Hilfe von z.B. Trippel-FRET können Aussagen darüber getroffen werden, ob wäh-
rend der Hydrolyse tatsächlich eine „Übergabe“ des Transitpeptids vom psToc34 auf
den psToc159 stattfindet. Von großem Interesse wäre eine Aussage darüber, ob im An-
schluss an diese „Übergabe“ eine Dissoziation des Heterodimers erfolgt oder ob beide
GTPasen dimerisiert bleiben, um das Transitpetid gemeinsam durch die psToc75 Pore
zu schleusen.

• Bestimmung der Nukleotidaustauschrate
Eine genauere Klassifizierung der Toc-GTPasen Toc34 und Toc159 kann mit Hilfe von
GTPase Aktivitätsmessungen durchgeführt werden. Es könnte bestimmt werden, ob die
GTPase-Rate des Heterodimers durch die Anwesenheit von Transitpeptid erhöht werden
kann. Dadurch könnte ermittelt werden, ob das Transitpeptid eine Co-GAP Funktion im
Rahmen des GTPase-Zyklus des Toc-Komplexes einnimmt oder ob allein die Ausbil-
dung eines Heterodimers bereits zu einer erhöhten GTPase-Rate führt.
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6.3 Magnetische Pinzette

Aufgrund des geringen Innendurchmessers der psToc75 Pore von 0,8-0,9 nm liegt das Vorstu-
fenprotein während des Imports sehr wahrscheinlich im ungefalteten Zustand vor [68, 69]. Es
ist jedoch noch unklar, ob der dafür notwendige Energieaufwand für der Entfaltung durch die
GTPasen selbst [70] oder durch andere am Import beteiligte (Hitzeschock-) Proteine erfolgt,
was aus den in Ruprecht et al. gezeigten Daten geschlussfolgert werden könnte [71]. Diese
hochaktuelle Fragestellung, ob der Import also nach dem Prinzip der „molekularen Ratsche“
erfolgt oder aber tatsächlich von einem der Toc-Komplex-Komponenten Kraft aufgewendet
wird, kann mit Hilfe der magnetischen Pinzette beantwortet werden. Hierzu könnten rekon-
stituierte Proteine in eine gestützte Lipiddoppelschicht oder einen Lipidvesikel eingebracht
werden, so dass sie in dieser Membran einen Proteinimportkomplex ausbilden können. An
das Transitpeptid würde eine magnetische Kugel über einen ausreichend langen Linker an-
gebracht werden. Mit Hilfe der Magnetischen Pinzette könnten beide Modelle voneinander
unterschieden werden. Überdies kann im Falle einer Krafterzeugung durch eine dieser GTPa-
sen diese Kraft quantifiziert werden.
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