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Die Rolle von Pyridoxalphosphat 
bei der Katalyse der Glykogen-Phosphorylasen 

Von Ernst J. M. Helmreich und Helmut W. Kleid'' 

Professor Otto H.  Wieland zum 60. Geburtstag gewidmet 

Glykogen-Phosphorylasen katalysieren den Abbau von Glykogen durch Phosphat (oder Arse- 
nat) zu Glucose-I-phosphat (bzw. Glucose + Arsenat). Alle Glykogen-Phosphorylasen enthal- 
ten Pyridoxal-5'-phosphat, ein Vitamin-B,-Derivat, als Cofaktor. Es ist im Enzym durch eine 
Doppelbindung mit der e-Aminogruppe eines Lysinrestes verbunden. Wird der Cofaktor vom 
Enzymprotein abgetrennt, erhalt man inaktives Apoenzym. Das Enzym bleibt jedoch aktiv, 
wenn man die Doppelbindung mit NaBH4 reduziert. Sollte daher Pyridoxalphosphat an der 
Katalyse der Glykogen-Phosphorylasen beteiligt sein, so miiRte es eine andere Funktion als in 
allen anderen ,,klassischen" Pyridoxalphosphat-abhangigen Enzymen haben, denn diese wer- 
den durch Reduktion inaktiviert. Die "P-NMR-Spektroskopie hat gezeigt, daB die Phosphat- 
gruppe von Pyridoxalphosphat in den katalytisch aktiven Formen der Glykogen-Phosphoryla- 
sen als Dianion in einer hydrophoben Umgebung vorliegt. Die kovalente und allosterische Ak- 
tivierung der Muskel-Glykogen-Phosphorylasen wird von der Umwandlung der monoproto- 
nierten Form der Phosphatgruppe des Cofaktors in die dianionische Form begleitet. Wir fan- 
den nun derartige Ionisierungsanderungen auch bei den nichtregulierten aktiven Kartoffel- 
und E. -coli-Maltodextrin-Phosphorylasen, und zwar bei der Bindung von Glucose und Oligo- 
sacchariden sowie bei katalytischem Umsatz, d. h. Arsenolyse der a-1,4-glykosidischen Bin- 
dungen. (Maltodextrin-Phosphorylasen gehoren wie Glykogen-Phosphorylasen zur Klasse der 
a-Glucan-Phosphorylasen.) Versuche unserer Gruppe sowie neuere Befunde iiber die Raum- 
struktur der kristallinen Muskel-Glykogen-Phosphorylase legen es nahe, die dianionische 
Phosphatgruppe als Protonenacceptor beim Glucosyltransfer vom und zum Glucosylacceptor 
anzusehen. Wenn dies auch nicht die einzige Erklarung der Befunde sein mag, so kann doch 
nicht mehr daran gezweifelt werden, daR die dianionische Phosphatgruppe des Cofaktors der 
Glykogen-Phosphorylasen eine katalytische Funktion ausiibt. 

1. Einleitung 

1.1. Eigenschaften der Phosphorylase 

Glykogen ist ein stark verzweigtes, aus a-I,4-~-Glucosere- 
sten aufgebautes tierisches Reservekohlenhydrat. Glykogen- 
Phosphorylasen (EC 2.4.1 .I) katalysieren den phosphorolyti- 
schen Abbau von Glykogen; er beginnt am nichtreduzieren- 
den Ende des Molekiils und fuhrt zu Glucose-I-phosphat 
[Gl. (l)]. AuRerdem katalysieren die Glykogen-Phosphoryla- 
sen die Bildung von a-l,4-glykosidischen Bindungen beim 
Aufbau von Glykogen. 

Glykogen + P,=(Glucose),- I + Glucose-I-phosphat (1) 
P, = anorganisches Phosphat 

Die Reaktion ist in vitro reversibel (Keq = [Pi]/[Glucose-I- 
phosphat] = 3.6 bei pH=6.8). In der lebenden Zelle kataly- 
sieren die Phosphorylasen nur den Glykogenabbau; hier be- 
stimmen die geringe Konzentration an Glucose-I -phosphat 
und die hohe Konzentration an Phosphat (1 : 300) den Reak- 
tionsablauf"'. 

[*I Prof. Dr. E. J. M. Helmreich, Dr. H. W. Klein 
Physiologixh-chemixhes Institut der Universitat 
Koellikerstraae 2, D-8700 Wiirzburg 

Alle bisher untersuchten Glykogen-Phosphorylasen ent- 
halten kovalent gebundenes Pyridoxal-5'-phosphat ( I ) ,  ein 
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Derivat von Vitamin B6. Pyridoxalphosphat ist iiber seine 
Aldehydgruppe mit der E-Aminogruppe eines Lysinrestes in 
der Phosphorylase verknupft. Durch Reduktion dieser Azo- 
methinbindung mit NaBH4 wird der Cofaktor irreversibel an 
das Enzym gebunden, doch bleibt dessen Aktivitat erhalten, 
wie E. H. Fischer et al. gezeigt haben[21. Glykogen-Phospho- 
rylasen unterscheiden sich demnach von den ,,klassischen" 
Pyridoxalphosphat-abhangigen Enzymen, die durch Hydrie- 
rung inaktiviert werden. 

1.2. Struktur 

Die hier besprochenen Befunde wurden an Phosphoryla- 
sen aus Kaninchen-Skelettmuskel, Kartoffeln und E. coli er- 
halten. Diese Enzyme sind aus zwei gleichen Untereinheiten 
aufgebaut, deren Molekulargewicht bei der Muskel-Phos- 
phorylase durch Sequenzanalyse zu 97 412 bestimmt wurde 
(841 Aminosauren)13 'I. Fur die Kartoffel-Phosphorylase 
wird ein Molekulargewicht der Untereinheit von 103 000 an- 
gegebenI6.'1, fur die Untereinheit der E. -coZi-Phosphorylase 
81 OOO[*]. Kaninchen-Skelettmuskel-Phosphorylase existiert 
in einer phosphorylierten Form (Phosphorylase a)  und einer 
nicht phosphorylierten Form (Phosphorylase b). Phosphory- 
lase a, die aktive Form, ist selbst in niedrigen Konzentratio- 
nen und bei erhohter Temperatur tetramer. In hohen Kon- 
zentrationen und in Gegenwart von AMP bildet auch Phos- 
phorylase b TetramereL9I. Mg2 +, Ca2+,  F -, niedrige Tempe- 
raturen, der allosterische Effektor AMP und die Substrate P, 
und Glucose-I-phosphat begunstigen die Bildung von Tetra- 
merenl'" 14]. Das Dimer-Tetramer-Gleichgewicht der Phos- 
phorylase a ist auBer von der Ionenstarke und der Art der Io- 
nen vom pH-Wert und von der Temperatur abhangig 
(- AH = 60 kcal/mol)ll' Ix1. Tetramere Phosphorylasen dis- 
soziieren in Anwesenheit von Glucose, Glykogen, Coffein, 
1,4-a-Glucanen (Hepta- und Pentaamylosen) etc. in Dime- 
re['9 221. Die dimeren Phosphorylasen a (und b in Gegenwart 
von AMP) sind die enzymatisch aktiven Formen. Tetramere 
und Monomere sind inaktiv12' 2'1 oder nach Ansicht anderer 
Autoren partiell aktiv1'X.261. 

Aus elektronenmikroskopischen Aufnahmen wurden die 
AusmaBe des Dimers zu ungefahr 110 x 65 x 55 A' bestimmt. 
Dieser Befund wird durch Rontgen-Kleinwinkelstreukurven 
bestatigt, die mit einem Ellipsoid der Dimensionen 
110 x 60 x 55 A3 erklart werden konnen. Detailliertere Infor- 
mationen uber die raumliche Struktur der Phosphorylase er- 
brachte die Rontgen-Str~kturanalyse[*~ 321. Phosphorylase a 
und b kristallisieren in Gegenwart von Glucose bzw. Inosin- 
saure (IMP) isomorph in der Raumgruppe P43212 mit den 
Zellkonstanten a =  128 A und c= 116 A[29.301. Diese Kristalle 
enthalten ein Monomer pro asymmetrische Einheit. Das Di- 
mer bildet sich durch Wechselwirkung zweier Monomere 
uber eine kristallographische zweifache Symmetrieachse hin- 
weg. Diese Anordnung der Monomere in der vorliegenden 
Raumgruppe schlieBt die Existenz von Tetrameren im Kri- 
stall aus. 

Die detaillierte und vollstandige Interpretation der Beu- 
gungsdaten war jedoch erst moglich, nachdem Titani et al. 
die Aminosauresequenz (,,Primarstruktur") der Muskel- 
Phosphorylase bestimmt hatten[' 'I. So war durch die Se- 

es, den Cofaktor im Enzymmolekul exakt zu lokalisie- 
ren[27.21(1. 

Die Polypeptidkette besteht zu etwa 50% aus a-Helix- und 
zu etwa 30% aus 6-Faltblattstrukturen, die sich im Molekul 
abwechseln. Das Phosphorylase-Monomer kann in drei Do- 
manen eingeteilt werden: Die N-terminale Domane besteht 
aus 320, die zentrale aus 160 und die C-terminale aus 360 
Aminosauren. Die Schwerpunkte der drei Domanen bilden 
die Ecken eines gleichseitigen Dreiecks. Die N-terminalen 
Domanen fungieren bei den Dimeren als Kontaktflachen, 
die sich uber die Symmetrieachse hinweg verzahnen und 
ausgedehnte Kontakte zwischen den Untereinheiten ermog- 
lichen[" 301. Madsen et al. hatten bereits friiher gezeigt, daB 
in der Kontaktregion zwei Cysteinseitenketten (108 und 142) 
liegen, deren Carboxamidomethylierung zur Dissoziation in 
Monomere und Inaktivierung fuhrt. Die restlichen SH- 
Gruppen werden erst nach irreversibler Denaturierung des 
Proteins fur Iodacetamid z ~ g a n g l i c h [ ~ ~ -  351. Acylierung mit 
Bernsteinsaureanhydrid (Succinylierung) inaktiviert Phos- 
phorylase b und a; teilweise beruht diese Inaktivierung auf 
der Dissoziation in M~nomere[~~~I ' ' .  

1.3. Regulation 

Die grundlegenden Arbeiten von G. T. und C. F. Cori (sie- 
he [371) zeigten, daB Glykogen-Phosphorylase aus Kanin- 
chen-Skelettmuskel in den Formen b und a vorliegen kann; 
Phosphorylase b ist nur in Anwesenheit von 5'-AMP aktiv. 
E. G. Krebs und E. H. Fischer haben die Interkonversion der 
beiden Formen a~fgeklart[~*I (siehe auch 139.401). Zur Um- 
wandlung von Phosphorylase b in a wird ein Serinrest (Se- 
rin-14) pro Untereinheit mit einer Phosphorylase-Kinase 
(EC 2.7.1.38), Mg" und ATP phosphoryliert. Die umge- 
kehrte Reaktion wird durch eine von P. J. Keller und G. T. 
Cori gefundene Enzymaktivitat bewirktL4'I, die sich als Phos- 
phorylase-Phosphatase (EC 3.1.3.17) Phosphoryla- 
se war das erste Enzym, von dem gezeigt wurde, daB seine 
Aktivitat sowohl allosterisch als auch durch kovalente Modi- 
fizierung eines Aminosaurerestes reguliert wird. Auch Phos- 
phorylase b', ein tryptisches Abbauprodukt der Phosphoryla- 
se b ohne die N-terminale Sequenz des nativen Enzyms mit 
Serin-14, wird noch durch AMP aktiviert. Das zeigt, daR die 
Phosphorylierungsstelle nicht fur die AMP-Aktivierung be- 
notigt ~ i r d [ ~ ~ - " ] .  Dieser Befund wird durch jiingste "P- 
NMR-Ergebnisse an nativer und succinylierter Phosphoryla- 
se a bei verschiedenen pH-Werten gestutzt. In Einklang mit 
Rontgen-Strukturdaten ergab sich, daB Adenosin-5'-mono- 
thiophosphat (AMP-S) und der Thiophosphoserinrest auf 
verschiedene Stellen der Phosphorylase kooperativ einwir- 
ken[361 (vgl. Abb. 4). 

Glykogen-Phosphorylasen in Muskel und Leber sind 
Schlusselenzyme, deren Aktivitat auf sehr komplizierte Art 
reguliert wird, um diese den Bedurfnissen des Zellstoffwech- 
sels anzupassen. Sie konnen den a-Glucan-Phosphorylasen 
zugerechnet werden. Die a-Glucan-Phosphorylasen von 
Pflanzen und Prokaryonten werden weder allosterisch noch 
kovalent reg~liert[ ' .~" *'I. Glykogen-Phosphorylase aus Hefe 
wird kovalent, aber nicht mit Adenosin-5'-monophosphat 

quenzanalyse bekannt3 daB Pyridoxalphosphat die Schiff- 
Base mit dem Lysin in Position 679 bildet; daraufhin gelang 

['I Zur Raumstruktur der Phosphorylase (I und deren funktioneller Zuordnung 
siehe R. J.  Fklterick, N .  B. Madsen. Annu. Rev. Biochem.. im Druck. 
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(AMP) reg~l ie r t [~~I .  Die kovalente Modifizierung (b-a-In- 
terkonversion) der Phosphorylasen wird durch ein kompli- 
ziertes Kontrollsystem (Enzymkaskade) reguliert, an dem 
mindestens funf weitere, selbst wieder interkonvertierbare 
Enzyme sowie spezifische Inhibitorproteine beteiligt sind. 
Urn die Charakterisierung der Regulation des Phosphoryla- 
se-Kinase-Systems, das eine Schliisselrolle spielt, hat sich in 
den letzten Jahren vor allem Philip Cohen verdient ge- 
r n a ~ h t [ ~ ~ ] .  Die Regulation der Enzymkaskade einschliefllich 
der hormonalen Regulation wurde in mehreren Ubersichten 
behandelt[1.40.50-541 

2. Pyridoxalphosphat 
in den a-Glucan-Phosphorylasen 

1957 entdeckten Baranowski, Illingworth, Brown und 
Cori[55.561 und 1958 Kent, Krebs und Fis~herI~~I,  daR Glyko- 
gen-Phosphorylase a aus Kaninchen-Skelettmuskel pro Un- 
tereinheit ein Molekul Pyridoxalphosphat enthalt. Seither 
fand man Pyridoxalphosphat u. a. in a-Glucan-Phosphoryla- 
sen aus Muskeln von Katze, Ratte, Maus, Hai, Mensch, 
Frosch, Hummer und Insekten, in Leber und Gehirn sowie 
in Hefe, Kartoffeln, Mais, Physarum polycephalum, Escheri- 
chia coli und Klebsiella pneumoniae[1,6,7,x,24,37,46.49. 

Im Muskel findet sich Phosphorylase - und damit auch 
Pyridoxalphosphat - in relativ hohen Konzentrationen 
(3 x 1 0 - 6 ~ ;  etwa 30 mg pro 100 ml intrazellulare Fliissig- 
keit); da das Muskelgewebe etwa 40% der Korpermasse aus- 
macht, ist das Vorkommen von Pyridoxalphosphat in Mus- 
kel-Phosphorylase groBer als in allen anderen Pyridoxal- 
phosphat-abhangigen Enzymen zusammen. Vitamin-B6- 
Mange1 verursacht eine drastische Abnahme der Phosphory- 
laseaktivitat im Muske1[60.6'1. 

Eine Theorie, die erstmals eine umfassende Interpretation 
der Pyridoxalphosphat-abhangigen Reaktionen ermoglichte, 
stammt von Braunstein und Shemyakid6'1. Gleichzeitig und 
unabhangig publizierten Metzler, Ikawa und Sne11[631 eine 
ahnliche, aber detailliertere Vorstellung: Aus Snells Modell- 
versuchen ergab sich, daB fur nichtenzymatische Reaktionen 
ein 3-Hydroxypyridin-4-carbaldehyd die Minimalstruktur 
ist. Im Verlauf der enzymatischen Katalyse und der ana- 
logen nichtenzymatischen Reaktion bildet die Formylgruppe 
rnit einer Aminosaure (Substrat) eine Schiff-Base, die durch 
Chelatbildung rnit einem Metall-Ion stabilisiert wird. Nach 
Braun~tein[~~I und SneN et al.[65] beruhen alle Pyridoxal- 
phosphat-abhangigen Transformationen von Aminosauren 
auf den speziellen Eigenschaften der enzymgebundenen pro- 
tonierten Schiff-Basen, fur die ein Gleichgewicht zwischen 
protoniertem Aldimin und Ketimin formuliert wird (siehe 
Abb. 1). 

53.58.59.102.157 1631 

H 

R - C -COOe 

H 

Abb. 1. Tautomerie bei protonierten Schiff-Basen aus a-Aminosauren und Deri- 
vaten van 3-Hydroxypyridin-4-carbaldehyd; die Pfeile deuten die moglichen Eli- 
minierungsschritte an. 

Die Beteiligung eines Aldimins an der Katalyse ist nicht 
auf Pyridoxalphosphat-haltige Enzyme beschrankt. Bei eini- 
gen Enzymen ersetzt eine Carbonylgruppe die Formylgrup- 
pe des Pyridoxalphosphats; z. B. iibernimmt in der Histidin- 
Decarboxylase aus Lactobacillus und Micrococcus ein N-ter- 
minaler Pyruvyl-phenylalaninrest die Funktion des (iiber die 
c-Aminogruppe) enzymgebundenen Pyridoxalphosphat-ly- 
sinreste#"]. In Aldola~en[~~I und Transaldolasen[6x1, der Ace- 
toacetat-Decarboxyla~e[~~], der 6-Arninola~ulinsaure-[~~~ und 
2-Keto-3-desoxy-~-arabinose-Dehydratase[~'~ bildet eine 
Carbonylfunktion des Substrates ein Imin rnit einer c-Ami- 
nolysinseitenkette. Die zentrale Rolle der Schiff-Base fur die 
Katalyse konnte durch Reduktion mit NaBH, erhartet wer- 
den: Das Enzym verliert die katalytische Wirksamkeit. 

Eine Klasse von Pyridoxalphosphat-abhangigen Enzy- 
men, die a-Glucan-Phosphorylasen, zu denen auch die Gly- 
kogen-Phosphorylasen zahlen, bildet jedoch eine bemer- 
kenswerte Ausnahme. Sne11[651 schreibt: "Phosphorylase, the 
most plentiful pyridoxal-P dependent enzyme of mammals 
does not act via a Schiff base mechanism as shown by the 
fact that the borohydride reduced enzymes still show activi- 
ty" (Ubersichten siehe [ 6 4 , 6 5 1 ) .  

2.1. Chemische Struktur 
des Phosphorylase-gebundenen Pyridoxalphosphats 

C. F. Cori et al. trennten zuerst Pyridoxalphosphat von 
kristallinen Glykogen-Phosphorylasen a, b und b' aus Ka- 
ninchen-Skelettmuskel bei pH = 3-4 rnit (NH4&3O4 ab und 
erhielten inaktive, kristalline, Pyridoxalphosphat-freie 
Ap~enzyme[~~I.  Auf ahnliche Weise hat Otto Warburg 1938 
Flavin-Adenin-Dinucleotid (FAD) von einer Flavin-Dehy- 
drogenase, dem ,,gelben Atmungsferment", abgetrennt'721. 
Eine hohe Ausbeute bei der Rekonstitution des Holoenzyms 
aus Apoenzym und Pyridoxalphosphat wird jedoch nur bei 
der Arbeitsweise von E. H. Fischer et al. e r h a l t e ~ ~ [ ~ ~ - ~ ~ ] .  Zu- 
nachst wird die Struktur des Phosphorylase-b-Proteins mit 
Imidazoliumcitrat reversibel ,,deformiert". Die freigelegte 
Schiff-Base des Pyridoxalphosphats kann dann stereospezi- 
fisch von L-Cystein unter Bildung eines Thiazolidins ange- 
griffen werden. Die Ablosung gelingt unter milden Bedin- 
gungen bei pH=6.4 und 0°C wahrend etwa 35 min. Diese 
Methode ermoglichte den Ersatz des natiirlichen Cofaktors 
Pyridoxalphosphat durch chemisch modifizierte Analoga 
und das Studium der Eigenschaften der mit diesen Analoga 
rekonstituierten Phosphorylasen. 

Die Art der Bindung des Cofaktors an das Phosphoryla- 
seprotein war bis vor kurzem umstritten (siehe Abb. 2[761). 
Graves et al.[771 sowie Shaltiel und C ~ r t i j o [ ~ ' . ~ ~ I  (siehe auch 
[xO.xll) nahmen an, daR die katalytisch aktive Form des Pyrid- 
oxalphosphats die Schiff-Base (4) ist, die bei 333 nm absor- 
biert und Tautomere (3) bildet. Nach Kent et al.[571 ist jedoch 
Pyridoxalphosphat in Phosphorylase als reduziertes und sub- 
stituiertes Aldimin (2) unter Beteiligung einer unbekannten 
nucleophilen Gruppe XR' gebunden. Ware diese Gruppe 
eine Hydroxygruppe (z. B. von Wasser), dann wiirde ein 
Aminomethanol-Derivat vorliegen, worauf Honikel und 
Madsedx2l hingewiesen haben. 

Storungen der Phosphorylasestruktur durch Ansauern, 
hohe Konzentrationen NaCl und/oder Kalte exponieren den 
Cofaktor und bringen ihn in Kontakt rnit der Losung, wobei 
in waBrigen Losungsmitteln die charakteristische Schiffba- 
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Abb. 2. Strukturen des Phosphorylase-gebundenen Pyridoxalphosphats (nach 1761). (2)-(8) siehe Text 

sen-Absorption bei 415 nm auftritt [(3) und (5)]. Die expo- 
nierte Azomethinbindung in (5) wird jetzt auch rnit NaBH, 
reduzierbar[” (siehe auch I’3,x3,x41). Honikel und Madsen[”zl 
nahmen an, da8 sich die Aminomethanole (6) bei photoche- 
mischer Anregung unter Austritt von H 2 0  in Schiff-Basen 
(7) umwandeln. Die unterschiedliche Bindung des chelieren- 
den Protons der Hydroxygruppe (fettgedruckt) in (4) und (7) 
beruht auf unterschiedlichen Energiep~tentialen[~~~~~~~~~ . e  Di 

beispielsweise eine ahnliche Absorption (290 nm) wie die 
sp2-phenolische Form von Phosphorylase-gebundenem 3-0 -  
Methylpyridoxalphosphat (10) (297 nm). Wir haben daher 
die ‘H-NMR-Spektren der Schiff-Basen registriert und ver- 
sucht, das Signal des ,,Aldehyd“-Protons mit den UV-Spek- 
tren in Beziehung zu bringen. Die chemische Verschiebung 
dieses Protons in DMSO (Dimethylsulfoxid) stimmte mit der 
in D 2 0  gemessenen (S= 8.9) iiberein, was beweist, da8 auch 

Tabelle 1 .  UV-Absorptionsmaxima [nm] von Produkten aus Pyridoxalphosphat und seinen Derivaten (nach [76]). Die Messungen wurden in waMriger Losung be1 pH = 7  
durchgefiihrt, falls nicht anders angegeben. 
~~ ~ 

Cofaktor Reagentien fur den Cofaktor und Produkte 
L-Cystein 2-Mercaptoethanol H 2 0  Apophosphorylase b n-Butylamin Rinder- Apophosphorylase b 
+ + + + NaBH4 + + serum- + 
Thiazolidin Hemimercaptal Hydrat reduzierte Schiff-Base albumin Native 

Phosphorylase b Phosphorylase b 

Pyridoxalphosphat 325 322 325 333 [a] 415 [b] 41 5 415 [a] 
als Phenolat I1481 11491 [150,lSl] [I521 178. 1531 11541 1571 
Pyridoxalphosphat (1) 297 [c] 288 [c] 295 290 [d] 333 [c], 335 [b] 332 333 [a] 

178, 1531 I1541 1571 
3-0-Met hyl- 27R [c] 271 [c] 278 -. 295 [c] 300 297 
pyridoxalphosphat (10) 

[a] pH = 5-7. [b] In Dioxan/Wasser. [c] In Dimethylsulfoxid. Id] Keine Losungsmittel- und pH-Angaben. 

If 501 

Zusammenstellung der Absorptionsmaxima in Tabelle 1[761 
zeigt, wie schwierig es ist, die ungewohnlich kurzwellige Ab- 
sorption des Phosphorylase-gebundenen Pyridoxalphosphats 
bei 333 nm durch Vergleich rnit der Absorption von Schiff- 
Basen aus diesern Cofaktor und n-Butylamin zuzuordnen. 
Diese Absorption kann sowohl von der phenolischen Form 
(4) als auch von den Phenolatformen (2) und (6) herriihren. 
Zwar kann man durch Vergleich rnit dem 3-0-Methyl-Ana- 
logon (10) (siehe Tabelle 2) die Phenolatform ausschliesen, 
doch la8t sich durch UV-Spektroskopie nicht zwischen den 
sp2- und sp3-Hybriden der phenolischen Form entscheiden. 
Die sp3-phenolische Form der reduzierten Phosphorylase hat 

3-0-Methylpyridoxalphosphat und die phenolischen For- 
men von Pyridoxalphosphat (und Pyridoxal) Schiff-Basen 
bilden konnen. Vergleicht man das UV-Spektrum der 
Schiff-Base aus n-Butylamin und Pyridoxalphosphat in 
DMSO mit dem der entsprechenden Schiff-Base aus 3 - 0 -  
Methylpyridoxalphosphat, so fallt die (hypsochrorne) Ver- 
schiebung (333 nm-295 nm) auf. 

Durch diese Versuche wurde bewiesen, da8 Pyridoxal- 
phosphat in der Muskel-Phosphorylase als typische Schiff- 
Base in der phenolischen Form vorliegt [vgl. (4)]. Sie bestati- 
gen die Ansichten von Johnson et al.‘771 sowie Shaltiel und 
C ~ r t i j o ~ ~ ~ , ~ ~ ~ ,  die die ungewohnliche Verschiebung der UV- 
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Absorption ins Kurzwellige (415 nm-+333 nm) und die 
Fluoreszenz des Pyridoxalphosphats in nativer Phosphoryla- 
se auf die Protonierung der 3-Phenolatgruppe einer Schiff- 
Base in einer hydrophoben Umgebung zuriickfuhren. 

2.2. Die Position von Pyridoxalphosphat 

Auch die Position des katalytischen Zentrums in der Phos- 
phorylase war umstritten. Die ersten Rontgen-Strukturana- 
lysen legten nahe, daB die N-terminale Domane in der Nahe 
des AMP-Bindungszentrums das aktive Zentrum der Mus- 
kelphosphorylase ist. Die Nahe dieses Zentrums zu den Kon- 
taktflachen der Untereinheiten in der gleichen Domane war 
attraktiv, speziell im Hinblick auf die allosterischen Eigen- 
schaften, die durch Wechselwirkungen der Untereinheiten 
induziert werden. Diese Position bot auch eine Erklarung fur 
unsere Beobachtung, daB monomere Phosphorylase inaktiv 
istl"l. Bei verbesserter Auflosung der Rontgenbeugung bis zu 
3 A und schlieBlich zu 2.5 AIX6.271 fand man jedoch einen 
zweiten (schwacheren) Bindungsbereich fur den allosteri- 
schen Effektor und 5'-AMP und Bindungszentren fur Gluco- 
se-I-phosphat, Pi und Glucose, einen kompetitiven Inhibitor 
fur Glucose-I-phosphat. AuBerdem lieB sich Pyridoxal- 
phosphat nun lokalisieren: Es liegt in der Nahe der anderen 
Bindungszentren im zentralen Bereich der Untereinheit. Das 
aktive Zentrum befindet sich in einer tiefen, engen Spalte 
etwa in der Mitte der Untereinheit, wo die drei Strukturdo- 
manen zusammentreffen. 

In diesem Zusammenhang sind Ergebnisse einer 31P- 
NMR-Untersuchung unseres Arbeitskreises rnit succinylier- 
ter Glykogen-Phosphorylase b aus Kaninchen-Skelettmuskel 
von Interesse, weil sie den Wert von NMR-Untersuchungen 
zur Sicherung der Befunde von Rontgen-Strukturanalysen 
zeigen. In diesem speziellen Fall konnten sie dazu beitragen, 
die Position von Pyridoxalphosphat zu klaren1361. Mit teilwei- 
se succinylierter, partiell dissoziierter (Monomer : Di- 
mer = 40 : 60) Phosphorylase b haben wir die Ionisierung der 

I 

I 
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Abb. 3. "P-NMR-Spektren (72.86 MHz) von Pyridoxalphosphat in nativer (A) 
und succinylierter (B) Glykogen-Phosphorylase b aus Kaninchen-Skelettmuskel. 
(A) pH=7.1, Form I; (B) pH=7.23, Form I (nach [36]). 

Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat rnit der des nativen 
Enzyms verglichen (Abb. 3'361): Im succinylierten, teilweise 
dissoziierten Enzym liegt das 3'P-NMR-Signal von Pyrid- 
oxalphosphat bei 6 =  -0.37, d. h. an fast der gleichen Stelle 
wie das Signal der protonierten Form (I) der Phosphatgrup- 
pe in der ,,inaktiven" Konformation der (nativen) Phospho- 
rylase b (6= -0.31). Beim gegebenen pH=7.2 hatten sich 
mehr als 90% des Pyridoxalphosphats in die dianionische 
Form (111) umwandeln miissen, falls die Dissoziation in Mo- 
nomere zum Kontakt mit dem Losungsmittel fuhrt. Die Lage 
des aktiven Zentrums an den Kontaktflachen der Unterein- 
heiten im Dimer scheidet daher aus. Die Ergebnisse der "P- 
NMR-Untersuchungen sind daher nur rnit einer Position des 
Cofaktors in einer vor dem Losungsmittel geschutzten Stelle 
im Monomer vereinbar. 

2.3. Die fur die Aktivitat der Phosphorylasen notigen 
funktionellen Gruppen von Pyridoxalphosphat 

Bei Abspaltung von Pyridoxalphosphat dissoziiert die 
Phosphorylase in Monomere. Bei 35 "C ist kristalline Apo- 
phosphorylase b vollig monomerl"l (siehe auch [88.91). Pyrid- 
oxalphosphat konnte demnach als struktureller Ligand die 
fur die Regulation und Aktivitat erforderliche Quartarstruk- 
tur der Glykogen-Phosphorylase stabilisieren. Wir haben 
diese Moglichkeit ausges~hlossen~~~]: Tabelle 2 zeigt, dal3 die 

Tabelle 2. Aktivitatsinduktion durch Aldehyde (nach [89]). Die wichtigsten Strukturande- 
rungen sind fett gedruckt. Die Zahlen bedeuten die katalytische Aktivitat eines ..Dimers" 
aus einem nativen Monomer und einem Monomer aus Apophosphorylase + Aldehyd. 

I l l ,  90% 

Ill), 45'10 

1131 50'10 I14 1, 4 2 V e  

Bildung von Dimeren auch von solchen Cofaktoren bewirkt 
wird, die keine katalytische Aktivitat ermoglichen. 50% Akti- 
vitat bedeutet, daB das Monomer mit dem inaktiven Ana- 
logon nach Hybridisierung das Monomer rnit aktivem Pyrid- 
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Tabelle 3. Pyridoxalphosphat-Analoga. die zur Rekonstitution und Reaktivierung von Kaninchenmuskel-Phosphorylase verwendet wurden (siehe [53]). 

Nr. Verb. Anderungen an Position Aktivilat Bin- Lit. 
1 2 3 4 5 6 t i t  [‘h] dung 

1 
2 
3 
4 
5 
6 
7 

8 
9 

10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
21 
22 
23 
24 
25 
26 
27 

OCH, 
C,H, 
H 

CH, 
-0 
-0 OCH, 

CH CHZ 
CH2NH2 
CH,-Protein 
COOH 

oxalphosphat im Dimerenverband noch voll aktivieren 
kann. 

Eine Vielzahl von Pyridoxalphosphat-Analoga, an  deren 
Synthese E. H. Fischer et al.I9’ 931 maageblich beteiligt wa- 
ren, wurden auf Bindung und Reaktivierung von Phosphory- 
lase gepruft. Die Ergebnisse sind in Tabelle 3 zusammenge- 
stellt. Demnach ist nur beim Stickstoffatom und bei der 5’- 
Phosphatgruppe die Beteiligung an der Katalyse der a-1,4- 
Glucan-Phosphorylasen nicht auszuschliefien (siehe auch 

Das Stickstoffatom des Pyridinrings scheint aber nur 
wie die Formylgruppe ein Ankerpunkt zu sein; wenn es z. B. 
durch eine Methylgruppe quaterniert wird (Nr. 19), kann 
sich der Cofaktor nicht mehr an das Apoenzym bi~~den[’~I. 
Das N-Oxid-Analogon (Nr. 21) des partiell aktiven 3-0-Me- 
thylpyridoxalphosphats (10) lafit eine Rekonstitution zu, 
aber das rekonstituierte Enzym ist inakt i~l’~~.  Eine Beteili- 
gung des Stickstoffatoms (pK = 8.7I9’I) an der Katalyse ist 
aber trotzdem unwahrscheinlich, da die Erniedrigung der 
Basizitat durch ein Fluoratom in Position 6 oder durch Me- 
thylierung der 3-OH-Gruppe noch toleriert ~ i r d ~ ” . ’ ~ ~ .  Eine 
direkte Beteiligung der Phosphatgruppe des Pyridoxalphos- 
phats als Reaktand bei der Phosphorolyse wurde bereits 
durch Illingworth et al.lxxl (siehe auch 137.5h1) ausgeschlossen; 
P,-Glucose-1 -phosphat-Austausch rnit der 5’-Phosphatgrup- 
pe des Cofaktors wird nicht beobachtet. Jedoch wird der Co- 
faktor inaktiv, wenn a) die Phosphatgruppe fehlt, b) die 
Phosphatgruppe durch andere Sauregruppen mit anderen 
pK-Werten ersetzt wird, c) die Konformation der Phosphat- 
gruppe geandert wird oder d) die zweite protonierbare Grup- 
pe des Phosphatrestes wie im von uns synthetisierten Pyrid- 
oxalphosphat-monomethylester (13) blockiert i ~ t [ ~ ~ . ” l .  

Graves et al.[’X1 haben die bemerkenswerte Beobachtung 
gemacht, da8 rnit Pyridoxal (12) rekonstituierte Kaninchen- 
skelettmuskel-Phosphorylase b in Anwesenheit einer hohen 
Phosphat-Konzentration (50 mM) einige Prozent der enzy- 

CH20H 
CH, 
CH2CH2COOH 
CHIOSOIH 

E:PPo’H2 
CH,P0,H2 
CH,CH,POIH2 
CH2CH20P03Hl 
C H ~ O P O I H C H ~ C H ~ C N  

CH20P0,(OP03H-Pyridoxal)H 
CH,SO,H 
CH20P02(0P01H2)H 
CH20P0,(OCH,)H 
CH20P02(0CH2CbHr)H 
CH20P0,[OPOl(OC,H5)H]H 

0 
100 

CHI 0 
0 
0 
0 
0 
0 

4-8 
25 
0 
0 

100 
0 
60 
0 
25 
0.5 
60 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
0 

+ 
+ 
+ 

I 

matischen Aktivitat des nativen Enzyms bei Synthese (und 
Abbau) von Glykogen entwickelt. Die Aktivitat dieser Pyrid- 
oxal-haltigen Phosphorylase betragt rnit Phosphat 6%, mit 
Phosphit und Fluorophosphat 8% und rnit Arsenat 3% der 
Aktivitat von nativer Phosphorylase b. Thiophosphat, Hy- 
drogencarbonat und Pyrophosphat hemmen stark, Sulfat 
und Nitrat schwacher. Pyrophosphat wird stochiometrisch 
(ein Anion pro Untereinheit) gebunden und blockiert die 
Bindungsstelle fur Phosphat, Phosphit, Fluorophosphat und 
Glucose-1-phosphat. Anionen, die in rnit Pyridoxal rekonsti- 
tuierter Phosphorylase b enzymatische Aktivitat induzieren, 
scheinen sich an  die Stelle zu binden, die von der 5‘-Phos- 
phatgruppe des naturlichen Cofaktors eingenommen wird. 
Diese Annahme von Parrish et al.[9X1 wird durch Versuche 
unserer Gruppe bekraftigt, nach denen rnit Pyridoxalphos- 
phat-monomethylester (13) rekonstituierte Phosphorylase 
auch in Gegenwart von 100 mmol/l Phosphat nicht aktiv 
wird, vermutlich, weil der inaktive Ester (13) das fur die Ka- 
talyse notwendige Phosphatbindungszentrum des Cofaktors 
blockierti9*”I. 

Da die Bindungskonstanten von Fluorophosphat und 
Phosphat sich nicht unterscheiden. nahmen Parrish et al.1yx81 
an, daR beide Ionen als Dianionen FPO: 
gebunden werden. Diese Annahme wird durch ”P-NMR- 
Messungen unseres Arbeitskreises insoweit gestiitzt, als wir 
fanden, daR die 5’-Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat 
in nativer, enzymatisch aktiver Phosphorylase als Dianion 

bzw. HOPO: 

vorliegt[” l O f l i * I  

[‘I Die teilweise Aktivierung (8!%!) des Pyridoxalenzyms mit Fluorophosphat, 
das einen vie1 niedrigeren pK-Wert (pK,, =4.8) als Phosphat hat (pK,,  =7.2), 1st 
nicht geklart. Dieser pK-Wert ist nicht mil einer Funktion von Fluorophosphat 
als Protonenacceptor im pH-Bereich vereinbar, in dem Muskel-Phosphorylase 
aktiv ist. In diesem Zusammenhang mu13 auch Hefe-Phosphorylase erwahnt wer- 
den, weil deren pH-Optimum bei 5 .8  liegt [lO2]. Das pH-Optimum der Muskel- 
Phosphorylasen liegt abhangig von Puffer und Bedingungen etwa bei 6.2 1171. 
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2.4. Funktion von Pyridoxalphosphat 
bei der allosterischen Regulation 

Monod et al.['031 ordneten Phosphorylase b der Klasse der 
allosterisch regulierten Enzyme zu. Nach Monods Vorstel- 
lung gehort Phosphorylase b zu den ,,K"-Systemen und liegt 
in einer inaktiven T- und einer aktiven R-Form vor. Der al- 
losterische Effektor, 5'-AMP, bindet sich an die R-Form. 
1964 fanden Helmreich und Cori[lM1 rnit kristalliner Kanin- 
chenmuskel-Phosphorylase b positiv kooperative und rezi- 
proke, homotrope und heterotrope Wechselwirkungen zwi- 
schen Substraten und AMP und konnten somit erklaren, 
warum 5'-AMP fur die Aktivierung von Phosphorylase b no- 
tig ist. Seitdem wurden mehrere Nucleotide und deren 
Analoga als allosterische Effektoren der Phosphorylase b ge- 
priift[lo5-lo8] 

Mit AMP und IMP entstehen verschiedene Enzym-Kon- 
formere, die in unterschiedlichen Raumgruppen kristallisie- 
ren. Die Verfugbarkeit des IMP-Komplexes war schlieBlich 
fur den Erfolg der Rontgen-Strukturanalyse ausschlagge- 
bend. In Anwesenheit von 2 mM IMP kristallisiert Phospho- 
rylase b tetragonal mit nur einer Untereinheit pro asymme- 
trischer EinheitI2'I. Die Bindungszentren fur den regulatori- 
schen positiven Effektor liegen im N-terminalen Segment 
der Polypeptidkette, wahrend das katalytische Zentrum ei- 
nem anderen (,,schweren") Segment (HS) zugeordnet wird. 
Beide Kettenteile sind lose uber ein Segment verkniipft, das 
proteolytischen Enzymen leicht zuganglich ist. Die Einzel- 
schritte der Konformationsumwandlungen als Folge der 
Wechselwirkungen von Muskel-Phosphorylase b und dem 
physiologischen Aktivator AMP sind auf molekularer Ebene 
noch nicht geklart, doch konnen rasche Fortschritte erwartet 
werden, sobald die Strukturen der Konformere im Kristall 
(Rontgen-Strukturanalyse) und in Losung (NMR-Spektren) 

Im hier behandelten Zusammenhang interessiert die kom- 
plexe allosterische Regulation nur insofern, als die Beschafti- 
gung mit einer moglichen strukturellen Funktion von Pyrid- 
oxalphosphat als Voraussetzung fur die Regulierbarkeit der 
AnlaB fur einen von uns (E. H.) war, eine katalytische Betei- 
ligung des Cofaktors zu erwagen. Wir[', lo] untersuchten die 
allosterischen Konformationsanderungen inaktiver Apo- 
phosphorylase b und der rnit Pyridoxal (12) und 5'-Desoxy- 
pyridoxal (11) rekonstituierten Phosphorylase als Folge der 
AMP-Bindung und konnten u. a. zeigen, daB diese beiden 
inaktiven Derivate von Phosphorylase b den Effektor AMP 
noch allosterisch binden konnen. Diese Befunde wurden von 
Feldmann rnit einer neuen Dialysemethode an der inaktiven, 
rnit Pyridoxalphosphat-monomethylester (13) rekonstituier- 
ten Phosphorylase b uberpriift, deren 5'-Phosphatgruppe bei 
pK = 6.2 nicht mehr protonierbar ist[lrf]: Obwohl dieses 
Phosphorylase-b-Derivat ebenso wie dasjenige mit 5'-Des- 
oxypyridoxal (13) inaktiv ist, bindet es noch 5'-AMP wie das 
aktive Enzym positiv kooperativ rnit einem Hill-Koeffizien- 
ten von etwa 2.0. Auch das Sedimentationsverhalten der 
inaktiven Phosphorylase-b-Derivate mit den Analoga (II) ,  
(12) und (13) in der analytischen Ultrazentrifuge gleicht dem 
der aktiven, nativen Phosphorylase b, unterscheidet sich aber 
von dem der (monomeren) Apophosphorylase b[10,97, ' 121 . s  A1 
wertvolle Hilfe fur einen Strukturvergleich von Phosphoryla- 
se-Derivaten erwiesen sich Untersuchungen im Wiirzburger 
Laboratorium von Weisshaar und Palm["3~1'41, die den Was- 

verglichen werden k o n n e ~ ~ [ ~ ~ ]  (siehe[lW. ''I 1. 

serstoff-Tritium-Austausch bei der Rekonstitution von 
Apophosphorylase b rnit Pyridoxalphosphat und dessen 
Analoga untersuchten. Diesen Experimenten lagen die Be- 
obachtungen von Hvidt und Nielsen["'] zugrunde, daB ver- 
schiedene Konformationen eines Proteins durch die Anzahl 
der austauschenden Wasserstoffatome und die Austauschge- 
schwindigkeit unterschieden werden konnen. Die Aus- 
tauschgeschwindigkeiten von Phosphorylase-b-Derivaten, 
die rnit Pyridoxalphosphat-monomethylester (13) rekonstitu- 
iert worden waren, lagen in der gleichen GroBenordnung wie 
die nativer Phosphorylase b. Hieraus mochte man schlieljen, 
daB dieses Analogon eine ahnliche Konformationsanderung 
induziert wie der naturliche Cofaktor Pyridoxalphos- 

Diese Untersuchungen haben somit in speziellen Fallen 
wahrscheinlich gemacht, daB die 5'-Phosphatgruppe von Py- 
ridoxalphosphat fur die allosterische Regulierbarkeit der oli- 
gomeren Phosphorylase des tierischen Muskels entbehrlich 
ist. Wie der Wasserstoff-Tritium-Austausch lehrt, scheint das 
durch Ersatz des natiirlichen Cofaktors Pyridoxalphosphat 
rnit dem Ester (13) erhaltene inaktive Phosphorylase-b-Deri- 
vat ebenso effektiv Protonen in der hydrophoben Umgebung 
der Cofaktorbindungsstelle einzufangen wie Pyridoxal- 
phosphat im aktiven natiirlichen Holoenzym[' '3,1141. Trotz- 
dem ist das Pyridoxalphosphat-monomethylester (13) ent- 
haltende Enzym inaktiv. Einer von uns (E. H.)  hat daher be- 
reits 1968 vorgeschlagen: "If one wishes to consider an addi- 
tional role for the prosthetic group of phosphorylase, atten- 
tion obviously centers on the 5'-phosphate group of pyrid- 
oxal 5'-phosphate, since the phosphate group is apparently 
essential for catalytic activity, whereas its role with respect to 
the allosteric properties of the enzyme protein is permissi- 
ve"[']. Die Beobachtung der Phosphatgruppe von Pyridoxal- 
phosphat in ihrer natiirlichen Umgebung war aber erst mog- 
lich, als ein hochauflosendes NMR-Spektrometer fur Fou- 
rier-Transform-Messungen der " P-Resonanz zur Verfugung 
stand. 

phatlll3.1'41. 

2.5. Anderung der Ionisation der Phosphatgruppe 
von Pyridoxalphosphat 
beim Ubergang von inaktiver zu aktiver Phosphorylase 

Feldmann und HulI~''~ haben durch " P-NMR-Untersu- 
chungen gezeigt, dalj 5'-AMP im Zusammenspiel mit einem 
anionischen Substrat die Deprotonierung der 5'-Phosphat- 
gruppe von Pyridoxalphosphat in der Kaninchenskelettmus- 
kel-Phosphorylase b ermoglicht (Abb. 419']). Die schwachere 
Wirkung von AMP allein (in Abwesenheit anionischer Sub- 
strate) erklart sich aus den allosterischen Eigenschaften von 
Phosphorylase b: Das anionische Substrat verstarkt die Bin- 
dung des Effektors zur Muskel-Phosphorylase b, wie Helm- 
reich und Cori['O4I gezeigt haben. 5'-AMP hat eine Aktivie- 
rungskonstante (Ka)  von etwa 3 x 1OP4-5 x 1 0 - 4 ~  ohne und 
von 4 x 10-5-10 x ~ O - ' M  mit anionischem Substrat. Arsenat 
kann Phosphat ersetzen. Die Festigung des AMP-Phospho- 
rylase-Komplexes durch Arsenat verschiebt das "P-NMR- 
Signal in Pyridoxalphosphat von etwa 6 =  -0.2 nach - 3.6. 
Eine gute Trennung der 3'P-NMR-Signale von AMP und 
Pyridoxalphosphat war durch Ersatz von AMP durch AMP- 
S moglich, dessen Signal um etwa 40 ppm zu tieferem Feld 
verschoben ist. AMP-S ist sogar ein wirksamerer allosteri- 
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scher Effektor der Phosphorylase b als AMP1"6."71. Nach 
Zugabe von Arsenat und Verfestigung der Bindung des Nu- 
cleotids (AMP-S) an Phosphorylase b liegt Pyridoxalphos- 
phat fast ausschlieBlich in der dianionischen Form 111 
(Av=60  Hz) vor. K d ( = k -  l/kl) fur den AMP-S-Phosphory- 
lase-b-Komplex rnit Arsenat betragt etwa 1 x 1 0 - 4 ~  und 
stimmt mit den publizierten K,-Werten fur AMP und Phos- 

JI 

L 
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Abb. 4. EinfluM von AMP-S (Adenosin-5'-monothiophosphat) auf  das  "P- 
NMR-Spektrum (72.X6 MHz) von Pyridoxalphosphat in ndtiver (D) und succi- 
nylierter ( A  C )  Kaninchenrnuskel-Phosphorylase b (nach [36]) .  (A)  ohne AMP- 
S und Arsenat. pH=7.12: ( B )  0.7 mM AMP-S, pH=7.05: (C) 0.7 rnM AMP-S 
und 30 mM Arsenat. pH=7.29: (D) 1.5 mM AMP-S und 36 m M  Arsenat. 
pH=7.1. Die Lwischen den Formen I und 111 liegende Resonanz in (B)  und ( C )  
wird wahrscheinlich durch eine (phosphathaltige) Verunreinigung verursacht. 

phorylase b in Anwesenheit von Phosphat oder Arsenat 
iibereinl'"41. Das P-NMR-Signal des Phosphorylase-b-ge- 
bundenen Pyridoxalphosphats im inaktiven Zustand ohne 
Substrat und Effektor kann der protonierten Form I zuge- 
schrieben werden. Zugabe von AMP oder AMP-S in Anwe- 

RPH 
00 

-9 

F o r m  I ,  inakt iv  F o r m  111, a k t i v  

senheit hoher Arsenat-Konzentrationen bewirkt Umwand- 
lung zur aktiven Konformation, die durch den Ubergang des 
Cofaktorphosphats von Form I in Form I11 signalisiert wird. 
Die chemische Verschiebung entspricht der dianionischen 
Form der Pyridoxalphosphat-Schiff-Base. Mit Phosphoryla- 
se-b-Kinase, Mg2 + und ATP-7-S entstand ein aktives Phos- 
phorylase-a-Derivat, das Thiophosphoserinreste enthalt. Das 
"P-NMR-Spektrum dieses Phosphorylase-a-Praparates bei 
pH = 7.7 stimmte beziiglich chemischer Verschiebung und 
Linienbreite (Av= 60 Hz) rnit dem des Phosphorylase-b- 
AMP-S-Komplexes in 50 mM Arsenat iiberein, d. h. die Re- 
sonanz war hauptsachlich Form 111 und einer kleineren 
Menge Form I zuzuordnen (Abb. 5ALyy1l). Nach Zugabe von 

AMP-S (1 AMP-S pro Bindungszentrum) wird auch die rest- 
liche Form I in Form 111 umgewandelt (Abb. SB). Hier sei 

L 
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Abb. 5 .  "P-NMR-Spektren (72.R6 MHz) von Pyridoxalphosphat in nativer Ka- 
ninchenmuskel-Phosphorylase u (nach [991). (A) ohne AMP-S, ( B )  mil 0.35 r n M  

AMP-S. pH=7.7. 

daran erinnert, daB Muskel-Phosphorylase a auch ohne 
AMP aktiv ist, Phosphorylase b dagegen nur mit AMP. Die- 
se Befunde wurden kiirzlich rnit succinylierter, teilweise dis- 

111 I 
I 1  
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Abb. 6. "P-NMR-spektroskopisch beobachtete Unterschiede in der Ionisation 
von Pyridoxalphosphat in succinylierter (A,  B )  und nativer (C-E) Kaninchen- 
Skelettrnuskel-Phosphorylase u (nach [36]). (A) Restaktivitat 12%. pH ~ 7 . 3 5 :  ( B )  
wie in A. aber rnit 1.17 rnM AMP-S (3 mol/mol Monomer): (C) pH=6.5,  (D) 
pH=7.67: (E) wie in D, aber mit 0.35 mM AMP-S (1.3 rnol/mol Monomer). 

soziierter Phosphorylase b bestatigt (Abb. 6139. Die Um- 
wandlung der inaktiven, protonierten Form I in die aktive, 
dianionische Form 111, die durch das Nucleotid (AMP-S) in- 
duziert wird, ist bei der succinylierten Phosphorylase b nicht 
vollstandig. Es wird etwa nur halb so vie1 Form I11 wie unter 
vergleichbaren Bedingungen bei nativer Phosphorylase b ge- 
bildet. Ebenso ist die Umwandlung der inaktiven Form I in 
die dianionische Form 111 in der succinylierten Phosphoryla- 
se a ge~tort[~']. 
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Die 3'P-NMR-Untersuchungen von Feldmann und 
mit den kompliziert regulierten Skelettmuskel-Phosphoryla- 
sen b und a haben gezeigt, da8 die Phosphatgruppe beim 
Ubergang von der inaktiven in die aktive Form deprotoniert 
wird. Das entsprache im waRrigen Milieu einer Verminde- 
rung des pK-Wertes urn mindestens drei Einheiten (Ver- 
schiebung ins Saure) und demnach etwa der freien Energie 
( z 3.9 kcal/mol), die fur Bildung und Losung einer a-glyko- 
sidischen Bindung oder fur die Hydrolyse eines Zuckerphos- 
phates benotigt wird. 

Zwar waren solche Reaktionen mit einer katalytischen 
Funktion der Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat als 
Protonenacceptor in den a-Glucan-Phosphorylasen verein- 
bar, doch geben die Versuche keine weitergehende Aus- 
kunft, wie das dianionische Phosphat am katalytischen Ge- 
schehen teilnehmen konnte. Tiefere Einblicke ermoglichten 
erst 31P-NMR-Untersuchungen in jiingster Zeit mit nichtre- 
gulierten E. coZi-"Ool und Kartoffel-Phosphorylasenl'"J nach 
Bindung von Glucose, Oligosacchariden und Arsenat, die im 
folgenden besprochen werden. 

2.6. Wie greift die Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat 
in die Katalyse ein? 

Kristallstrukturuntersuchungen wurden bisher nur an 
,,inaktiven Konformeren der gut charakterisierten, kristalli- 
nen Kaninchenskelettmuskel-Phosphorylasen b und a 
d ~ r c h g e f u h r t l ~ ~ . ~ ~ ~ .  Wir haben 31P-NMR-Untersuchungen 
mit Phosphorylasen begonnen, deren Aktivitat weder kova- 
lent noch allosterisch kontrolliert wird und die wir rein, kri- 
stallin und in ausreichenden Mengen herstellen kon- 

NMR-Signal bei 6= -4.5 mit einer Linienbreite von Av=35 
Hz (Abb. 7A1I0l1). Kartoffel-Phosphorylase und Muskel- 

nen[8. 100.  lol l  . N ative Kartoffel-Phosphorylase zeigt ein 31P- 
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Abb. 7. "P-NMR-Spektren (72.86 MHz) von Pyridoxalphosphat in Kartoffel- 
Phosphorylase. pH-Wert bei allen Versuchen 6.5: (A) ohne Liganden: (B) mil 90 
mM Glucose: (C) mit 90 mM Glucose und 100 mM Arsenat (nach [loll). 

phosphorylase haben ahnliche Molekulargewichte (103 000 
bzw. 97 412[4,6.71), doch ist die Linienbreite des Pyridoxal- 

phosphat-Signals der Kartoffel-Phosphorylase wesentlich ge- 
ringer als bei der Muskel-Phosphorylase (Au=60 Hz), was 
auf eine erhohte Mobilitat der 5'-Phosphatgruppe urn die 
C -0-Bindung schlieRen laBt. Eine vergleichbar kleine Lini- 
enbreite (Au= 35 Hz) findet man auch bei E.-coli-Maltodex- 
trin-Phosphorylase, deren Molekulargewicht (83 000 pro Un- 
tereinheit) allerdings kleiner ist[']. Das "P-NMR-Signal der 
Kartoffel-Phosphorylase war im pH-Bereich von 6.3 bis 7.8 
pH-unabhangig (als Beispiel derartiger Kurven siehe Abb. 
11). Dies deutet auf eine vom Losungsmittel abgeschirmte 
Bindungsstelle hin. In Analogie zur Muskel-Phosphorylase 
fuhren wir das Signal bei 6= -4.5 auf eine dianionische 
Form der 5'-Phosphatgruppe zuriick. Das entsprechende Si- 
gnal des Muskelenzyms tritt bei 6= - 3.76 auf (Abb. 6C und 
6D). Diese Verschiebung konnte entweder durch eine Veran- 
derung des 0--P 0-Winkels verursacht sein - bedingt 
durch elektrostatische Wechselwirkungen mit dem Protein - 
oder Unterschiede in der hydrophoben Abschirmung der 5'- 
Phosphatgruppe in Muskel- und Kartoffel-Phosphorylase 
widerspiegeln~'lX-'201. Das wird spater diskutiert. In Gegen- 
wart von Arsenat als Substrat-Analogon, aber auch divalen- 
ter Ionen wie Sulfat und Methylphosphonat, die keine Sub- 
strate sind, wird das "P-NMR-Signal des Cofaktors in Kar- 
toffel-Phosphorylase konzentrationsabhangig zu hoherem 
Feld verschoben. In Gegenwart von 30 mM Arsenat liegt das 
austauschverbreiterte Signal bei 6= - 3.98 und hat eine Li- 
nienbreite von 50 Hz. Bei Sattigung mit Arsenat (60 mM) 
wird das Signal scharfer (Linienbreite 40 Hz) und zusatzlich 
nach 6= -3.75 verschobenllO']. Bisher haben wir keine be- 
friedigende Erklarung fur diese kleinen, aber reproduzierba- 
ren und konzentrationsabhangigen Effekte gefunden, vor al- 
lem deshalb, weil auch divalente Anionen wirksam sind, die 
keine Substrate sind (siehe auch ["I). 

Besonderes Interesse beanspruchen Anderungen der Ioni- 
sation der 5'-Phosphatgruppe des Cofaktors in Kartoffel- 
Phosphorylase nach Bindung von Glucose und Oligosaccha- 
riden: In Muskel-Phosphorylase a bindet sich Glucose (frei 
oder mit Phosphat verestert) an das a-D-Glucose-1-phos- 
phat-Bindungszentrum1'211. Da Glucose auch in Kartoffel- 
Phosphorylase ein kompetitiver Hemmstoff fur ~ - D - G ~ u c o -  
se-1-phosphat ist, nehmen wir an, daR sich Glucose in die- 
sem Enzym ebenfalls nur an das Glucose-l-phosphat-Bin- 
dungszentrum anlagert. Rontgen-Strukturuntersuchungen 
bei einer Auflosung von 2.5 i% ermoglichten bei Muskel- 
Phosphorylasen die Zuordnung der anionischen Substrate P,, 
Arsenat, Glucose-1 -phosphat und des Inhibitors Glucose 
zum aktiven Zentrum. 

Substrate und Inhibitor werden nur wenige i% von der 5'- 
Phosphatgruppe in Pyridoxalphosphat entfemt gebun- 
den127.28.861. Allerdings beruht die Annahme einer weitgehen- 
den Ahnlichkeit der Raumstruktur des katalytischen Zen- 
trums der Muskel-Phosphorylase und der nicht regulierten 
E. -coZi-Maltodextrin- und Kartoffel-Phosphorylasen bisher 
nur auf Sequenzhomologien (siehe Tabelle 4 und ('1) und ist 
solange nicht bewiesen, bis Rontgen-Strukturdaten vorlie- 
gen. Mit den Arbeiten ist begonnen worden[I2'"l. 

Versuche mit Glucose sind auch deshalb von Interesse, 
weil Kaninchenmuskel-Phosphorylase a, deren Raumstruk- 
tur am eingehendsten untersucht wurde, als Glucosekomplex 
in der tetragonalen ,,T"-Struktur vorliegt11221. Das "P-NMR- 
Signal von Pyridoxalphosphat in Kartoffel-Phosphorylase 
wird in Gegenwart von 90 mM Glucose urn 1.5 ppm zu hohe- 
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rem Feld (6= - 3.0) verschoben und ist deutlich linienver- 
breitert (vgl. Abb. 7A und 7B)Ilo'l. Vernachlassigt man durch 
Glucose induzierte Konformationsanderungen, fur die es 
bisher bei Kartoffel-Phosphorylase keine Anhaltspunkte 
gibt, lieBe sich die Hochfeldverschiebung durch Anderung 
des pK-Wertes der 5'-Phosphatgruppe erklaren. Mit 90 mM 
Glucose und 100 mM Arsenat wird das Signal nach tieferem 
Feld (6= - 3.45) verschoben. Die Linienbreite wird geringer 
(Av=65  Hz; Abb. 7C). In Analogie zur 31P-NMR-spektro- 
skopisch verfolgten Titration einer Schiff-Base aus Pyrid- 
oxalphosphat und E-Aminohexansaure in waBriger Losung 
(vgl. Abb. 11) wurde man folgern, daB Arsenat die durch 
Glucose protonierte Phosphatgruppe des Cofaktors wieder 
teilweise deprotoniert und mobilisiert. Die Verschiebung des 
Protonierungsgleichgewichtes auf die Seite der Deprotonie- 
rung scheint spezifisch zu sein. Weder Sulfat noch Methyl- 
phosphonat sind wirksam. Jedoch sind Sulfat, pKll = 1.9, 
und Methylphosphonat, pK,, = 7.8, keine Substrate, doch ist 
Methylphosphonat ein kompetitiver Inhibitor fur Phosphat. 
Bei der aktiven, mit Pyridoxal-5'-desoxymethylenphospho- 
nat (9) rekonstituierten Kaninchenmuskel-Phosphorylase a 
wandelt Glucose die ,,aktive" dianionische Form I11 (R- 
Form) teilweise in die jnaktive" protonierte Form I (T- 
Form) urn (vgl. Abb. 8136.1211). Zwar fehlt, wie zu erwarten, 
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Abb. 8. "P-NMR-Spektren (72.86 MHz) von Pyridoxal-5'-desoxymethylen- 
phosphonat (9) in Kaninchenmuskel-Phosphorylase a. (A) pH =7.07: ohne Glu- 
cose; (B) wie in A, aber mil 100 mM Glucose (nach [361). 

dieser allosterische Ubergang in Kartoffel-Phosphorylase, 
doch findet in beiden Phosphorylasen - der Skelettmuskel- 
und der Kartoffel-Phosphorylase - in Anwesenheit von Glu- 
cose ein schneller Austausch der dianionischen Form I11 des 
Phosphats im Cofaktor mit einer unbekannten, beweglichen 
Form stattl'l. 

[*I Die Zuordnung des Cofaktorphosphats zu Form 1 und 111 wurde bei der akti- 
ven. mit Pyridoxal-5'-desoxymethylenphosphonat (9) rekonstiluierten Phospho- 
rylase a aufgrund der Analogie mit d e n  Verhalten von Pyridoxalphosphat ( 1 )  in 
nativer Kaninchenmuskel-Phosphorylase a vorgenommen. Bei der Titration ei- 
ner Modell-Schiff-Base aus / /)  und F-Aminohexansaure im wafirigen Losungs- 
mittel (Abb. 1 I) verschiehen sich allerdings die Signale der dianionischen und 
der monoprotonierten Formen weniger stark und in entgegengesetzter Richtung 
als be1 (Y) in Phosphorylase a. Diese Unterschiede bedurfen weiterer Untersu- 
chungen. Sie sprechen dafur, daR (9) elne andere Geometrie als ( I )  in der akti- 
ven Muskel-Phosphorylase hat. Daru ber hinaus sind diese Resultate von allge- 
meinem lnteresse im Hinblick darauf, wie die Geometrie der Phosphatgruppe 
des CofaktOrS im Enzym die chemischen Verschiebungen beeinflufit. 

In der E.-coli-Maltodextrin-Phosphorylase laBt sich im 
Gegensatz zur Kartoffel- und Muskel-Phosphorylase die 5'- 
Phosphatgruppe des Cofaktors in Abwesenheit von Substra- 
ten oder Substrat-Analoga pH-abhangig titrieren[""]. Wie 
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Abh. 9. "P-NMR-Spektren (72.86 MHz) von Pyridoxalphosphat in E.-co/i-Mal- 
todexlrin-Phosphorylase. (A) pH =6.92, ohne Liganden; nur in diesem Falle is1 
die chemische Verschiebung pH-abhangig (siehe Abh. 11). (B) pH=6.5Y. rnit 
100 mM Glucose; (C) pH =7.05, mil 50 mM Glucose und 100 mM Arsenat ( H  W. 
Klein, unverdffentlichte Versuche). 

wir anschlieBend zeigen (vgl. Abb. 1 I), verhalt sich die Phos- 
phatgruppe wie die Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat 
in E.-coZi-~-Serin-Dehydratase~'~~1. Mit Glucose beobachtet 
man aber auch bei E. -coZi-Phosphorylase eine chemische 
Verschiebung zu hoherem F e l d  die 5'-Phosphatgruppe des 
Cofaktors wird protoniert und damit pH-unabhangig (vgl. 
Abb. 9A und 9B). Mit Arsenat und Glucose werden die 31P- 
NMR-Spektren der E.-coli-Maltodextrin- und der Kartoffel- 
Phosphorylase zumindest qualitativ ahnlich. Beide Spektren 
deuten auf ein Gleichgewicht zwischen monoprotonierter 
und dianionischer Form (vgl. Abb. 7C und 9C). Unter diesen 
Bedingungen ist auch bei Maltodextrin-Phosphorylase das 
Ionisationsgleichgewicht im Bereich von 100-75% der enzy- 
matischen Aktivitat bei pH = 6.1-7.4 pH-unabhangigl'l. 

a-Glucan-Phosphorylasen benotigen (im Gegensatz zu 
Saccharose-Phosphorylase~1241) ein Oligosaccharid als Pri- 
mer1'251 (siehe aber auch [ 1 2 6 . 1 2 7 1  ). Tierische Phosphorylasen 
bevorzugen a-1,6-verzweigte a-1,4-Polysaccharide, Glyko- 
gen und Amylopektin, Maltodextrin-Phosphorylasen aus E. 
coli und Klebsiella pneumoniae dagegen nicht verzweigte a- 
Glucane, Maltodextrine und Amylose~R~37.46.471. Kartoffel- 
Phosphorylase macht zwischen verzweigten und nichtver- 
zweigten Polysacchariden keinen U n t e r ~ c h i e d ' ~ . ~ ~ .  Durch 
Rontgen-Str~kturanalyse~~~ 30.x61 wurde in den Muskel-Phos- 
phorylasen a und b eine Oligosaccharid-Bindungsstelle ge- 

['I Das pH/Aktivitats-Profil der E.-roli-Maltodextrin-Phosphorylase 1st von 
der Natur der Pufferbase und der Richtung der Reaktion (Synthese oder Abbau) 
abhangig. Die Angaben gelten bei Verwendung von [4-(2-Hydroxyethyl)piper- 
azin]ethansulfonsaure (HEPES) als Puffer und fur die Synthese. 
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funden, die 33-25 a vom katalytischen Zentrum entfernt ist. 
Kasuinsky et a1.[l2*] bezeichnen diese Stelle als Glykogenspei- 
cherstelle, da sie die Bindung des Enzyms an die Glykogen- 
partikel der lebenden Zelle bewirken ~ o l l [ ' ~ ~  I3l1. Da die Gly- 
kogenspeicherstelle in der regulatorischen Domane und ent- 
fernt vom katalytischen Zentrum liegt, ist ihre Beteiligung an 
der Glykogenaktivierung der Phosphorylasen wahrschein- 
lich, die zur Bildung der aktiven Dimere und zu heterotroper 
Kooperativitat rnit Bindungsstellen anderer Substrate und 
der Bindungsstelle des allosterischen Effektors AMP fuhrt; 
eine Funktion der Glykogenspeicherstelle bei der Katalyse 
ist unwahrscheinlich, auch wenn im Kristall bisher noch kein 
Oligosaccharid oder Glykogen im katalytischen Zentrum 
entdeckt werden konnte. Kasvinsky et al.[lzSl postulieren ein 
kinetisches Modell, das verlangt, daB zuerst die Glykogen- 
speicherstelle besetzt sein muB, bevor Heptaamylose (oder 
Glykogen) sich an das aktive Zentrum (in Abwesenheit von 
Glucose-1 -phosphat) binden kann. Eine ,,compulsory order 
of addition" fur Glykogen haben Michaelides und Helmreich 
aufgrund der Schutzwirkung von Glykogen gegen Hem- 
mung durch Anti-Phosphorylase-Fab-Fragmente postu- 
liert[13z.'331. Ersetzt man Glucose, die nur eine geringe Affini- 
tat zur Kartoffel-Phosphorylase besitzt, durch 1 mM Hepta- 
amylose (1 mM = 1/90 der Glucose-Konzentration), so beob- 
achtet man im "P-NMR-Spektrum bei pH=6.5 das ur- 
sprungliche, vor der Zugabe des Oligosaccharids auftretende 
Signal (Abb. 10A) und ein um etwa 4 ppm zu hoherem Feld 
verschobenes Signal (Abb. 10B)['oll. Linienbreite und Auflo- 
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Abb. 10. "P-NMR-Spektren (72.86 MHz) von Pyridoxalphosphat in Kartoffel- 
Phosphorylase. (A) ohne Substrate; (B) mi1 1 mM Heptaamylose, (C) mit 15 mM 
Heptaamylose; (D) mit 15 m M  Heptaamylose und 100 mM Arsenat; alle Spek- 
tren bei pH=6.5 aufgenommen (nach [loll). 

sung zeigen, daB die beiden Formen nicht oder sehr langsam 
miteinander austauschen. Das linienverbreiterte Signal bei 
hoherem Feld deutet jedoch seinerseits auf einen Austausch 
mit einem Signal, das bei hoheren Oligosaccharid-Konzen- 
trationen (15 mM Heptaamylose, Abb. IOC) schlieRlich do- 
miniert. Dieses Signal bei 6 =  -3  entspricht der durch 90 
mM Glucose induzierten chemischen Verschiebung (Abb. 
7B). 100 mM Arsenat und 15 mM Heptaamylose bilden Arse- 

nat und Glucose, und man erhalt ein ahnliches Spektrum 
wie mit Glucose und Arsenat (vgl. Abb. 7C und 10D). 

Wir konnten durch "P-NMR-Spektroskopie zeigen, daB 
Glucose in E.-coli-Maltodextrin-Phosphorylase und Glucose 
sowie Oligosaccharide in Kartoffel-Phosphorylase den pK- 
Wert der 5'-Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat andern. 
Diesen Effekt kann man als Protonierung der 5'-Phosphat- 
gruppe interpretieren. An Kartoffel-Phosphorylase konnte 
weiterhin gezeigt werden, daB die Protonierung von der Oli- 
gosaccharid-Konzentration abhangt. Die partielle Protonie- 
rung scheint spezifisch, da weder 2-Desoxy-~-Ghcose noch 
D-Glucal die Ionisation der 5'-Phosphatgruppe von Pyrid- 
oxalphosphat beeinflussen. Gegen eine ausschlieBlich oder 
hauptsachlich ligandeninduzierte Ionisationsanderung durch 
Strukturanpassung im Bereich des aktiven Zentrums (,,indu- 
ced fit")['341 spricht u. a., daB Cyclodextrine, die gebunden 
werden und beziiglich Glykogen und Oligosacchariden kom- 
petitive Inhibitoren, aber keine Substrate der Kartoffel- 
Phosphorylase ~ i n d [ ' ' ~ ~ ,  die Ionisation der 5'-Phosphorgrup- 
pe nicht andern. Werden aber Arsenat und Glucose oder 
Heptaamylose zugegeben, stellt sich schnell ein Gleichge- 
wicht zwischen protonierter und dianionischer Form der 5'- 
Phosphatgruppe des Cofaktors ein (vgl. Abb. 7 und 10). Will 
man jedoch die Anderung der Protonierung der 5'-Phosphat- 
gruppe von Pyridoxalphosphat als Protonentransfer bei der 
Katalyse interpretieren, so muB man die Funktion der 5'- 
Phosphatgruppe bei der Katalyse der klassischen Pyridoxal- 
phosphat-abhangigen Enzyme kennen. 

2.7. Vergleichende "P-NMR-Untersuchungen 
mit typischen Pyridoxalphosphat-abhangigen Enzymen 

Martinez-Carrion[""I hat erstmals bei Aspartat-Amino- 
transferase aus Schweineherz-Cytosol (EC 2.6.1.1) das "P- 
NMR-Spektrum von enzymgebundenem Pyridoxalphosphat 
registriert und mit dem Spektrum des freien Cofaktors ver- 
glichen. Demnach liegt die Phosphatgruppe des enzymge- 
bundenen Cofaktors als salzverbriicktes Dianion vor, das 
sich an einer dem Losungsmittel nicht zuganglichen Bin- 
dungsstelle befindet. Diese Interpretation konnte die hohe 
Stabilitat des Coenzym-Apoenzym-Komplexes im Vergleich 
rnit Komplexen des Apoenzyms rnit Pyridoxal-Analoga ohne 
5'-Phosphatgruppe erklaren. Das "P-NMR-Signal blieb bei 
Zugabe von Substraten oder Substrat-Analoga unverandert, 
was eine Beteiligung der Phosphatgruppe an der Katalyse, 
die Furbish et a1.[I3'l postuliert haben, unwahrscheinlich 
macht. In Aspartat-Aminotransferase ist die 5'-Phosphat- 
gruppe nur ein Ankerpunkt. Das trifft auch fur D-Serin-De- 
hydratase aus E. coli (EC 4.2.1.14) zu, ebenfalls ein klassi- 
sches Pyridoxalphosphat-abhangiges Enzym, das Schnackerr 
et al.1'231 untersucht haben. Im Gegensatz zu Aspartat-Ami- 
notransferase ist hier das 3'P-NMR-Spektrum des enzymge- 
bundenen Pyridoxalphosphats pH-abhangig. Die pH-Ab- 
hangigkeit der chemischen Verschiebung ist ungefahr so 
grol3 wie bei einer Schiff-Base aus E-Aminohexansaure und 
Pyridoxalphosphat in wa8riger Losung (siehe Abb. 
1 1['O0. '231). Bindung des Substrat-Analogon Isoserin ver- 
schiebt das Signal zu tieferem Feld Die Bildung des fur die 
Katalyse erforderlichen Transaldiminierungskomplexes wird 
durch Fixierung der dianionischen Phosphatgruppe des Co- 
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Ahh. 1 I. Vergleich von "P-NMR-Titrationskurven. 0-0: Pyridoxalphosphat 
in E.-coli-Maltodextrin-Phosphorylase: A -A: Schiff-Base aus t -Aminohexan- 
saure und Pyridoxalphosphat; U--O: Pyridoxalphosphat in iAerin-Dehydrata- 
se: @-a: Pyridoxalphosphat in 1,-Serin-Dehydratase rnit 25 rnM Isoserin (siehe 
[loo. 1231). 

faktors unterstiitzt. Bei der Bildung des Azomethinkomple- 
xes aus Substrat und Formylgruppe des enzymgebundenen 
Pyridoxalphosphats wird das Phosphat des Cofaktors als 
Dianion durch elektrostatische Wechselwirkungen an einen 
kationischen (Arginin-)Rest angelagert und somit der waBri- 
gen Umgebung entzogen. Die Phosphorresonanz wird im 
Stabilitatsbereich des Enzyms pH-unabhangig. In D-Serin- 
Dehydratase dient die Phosphatgruppe des Cofaktors nur 
dazu, den Transaldiminierungskomplex zu verankern und zu 
stabilisieren. Hier unterscheiden sich D-Serin-Dehydratase 
und E. -coli-Maltodextrin-Phosphorylase. 

3. Interpretation und Synopsis 

H. Neurafh, E. H. Fischer et al. haben kiirzlich die Indizien 
zusammengefaat, die fur eine Beteiligung von Pyridoxal- 
phosphat an der Katalyse der a-1,4-Glucan-Phosphorylasen 
~prechen[~l: 
1) Die Aminosauresequenzen der Bindungsstellen von Py- 

ridoxalphosphat in Muskel-') '1, Hefe-[49], Kar t~f fe l -~ '~ ' ]  
und E. -coli-Maltodextrin-PhosphorylaseIX1 sind im Ver- 

lauf der Evolution von Prokaryont zu Eukaryont erhalten 
geblieben (siehe Tabelle 41x]). Das steht im Gegensatz zur 
N-terminalen Sequenz, die phosphoryliert wird und die 
die kovalente und allosterische Kontrolle bewirkt. Die 
phosphorylierte Sequenz ist z. B. in Hefe-Phosphoryla- 
se[491 anders als in Kaninchenmuskel-Phosphorylase. 
Auch die N-terminalen Sequenzen der Kaninchenmus- 
kel-Phosphorylase, der Pflanzenenzyme, z. B. der Kartof- 
fel-Phosphorylase, und der bakteriellen Maltodextrin- 
Phosphorylasen unterscheiden sich, wenn auch in unter- 
schiedlichem MaBe[3.4.5.4X]. Bisher sind Phosphorylierung 
und allosterische Aktivierung von Phosphorylasen aus 
Pflanzen und Bakterien nicht beschrieben worden. 

2) Bei der Lokalisierung des katalytischen Zentrums der 
Skelettmuskel-Phosphorylasen ergab sich, daB die Pyrid- 
oxalphosphat-Bindungsstelle sich in der Nahe der Bin- 
dungsstellen fur die beiden anionischen Substrate Phos- 
phat (Arsenat) und Glucose-I -phosphat befindet. (Auch 
Glucose, ein kompetitiver Inhibitor fur Glucose-l-phos- 
phat, wird dort gebunden.) Die van-der-Waals-Radien 
der Sauerstoffatome in der Phosphatgruppe von Pyrid- 
oxalphosphat und in den Hydroxygruppen der Glucose 
iiberlappen dabei. Dies macht eine Beteiligung der Phos- 
phatgruppe an der Katalyse moglich. 

3) "P-NMR-Studien unserer Gruppe haben gezeigt, daB die 
Ionisierung der Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat 
den Ubergang von inaktiver Muskel-Phosphorylase b in 
aktive Phosphorylase b und a signalisiert. Diese Befunde 
werden erganzt und erweitert durch unsere Untersuchun- 
gen an E.-coli-Maltodextrin- und Kartoffel-Phosphoryla- 
se, die beweisen, daB in den nichtregulierten aktiven Phos- 
phorylasen ebenso wie in den allosterisch und kovalent 
aktivierten Muskel-Phosphorylasen dianionisches Phos- 
phat vorliegt. Diese Ergebnisse sprechen ebenso wie die 
Inaktivitat der Pyridoxalphosphat-Analoga, deren 5'- 
Phosphatgruppe im pH-Bereich der Enzymkatalyse nicht 
protoniert werden kannlS3l, und die Befunde von Parrish 
et al.l9'] iiber partielle Reaktivierung von Apophosphory- 
lase mit Pyridoxal und Phosphat fur eine Beteiligung der 
Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat bei der Katalyse 
der a-Glucan-Phosphorylasen. 

Jedes Modell, das eine Beteiligung der Phosphatgruppe 
von Pyridoxalphosphat an der Katalyse erwagt, muB die Re- 
aktion von Saccharose-Pho~phorylase[~~~~ I3'l be rucksichti- '. 

gen: Saccharose-Phosphorylase (EC 2.4.1.7) aus Pseudomo- 
nus saccharophih katalysiert die Phosphorolyse von Saccha- 

Tabelle 4. Vergleich der Arninosluresequenz der Pyridoxalphosphat-bindenden Zentren in folgenden Phosphorylasen: (A) 
Kaninchenrnuskel-. (B) Kartoffel-, (C) Hefe-. (D) E.-roli-Maltodextrin-Phosphorylase 13-5. 138. 49. 81. PPxy bedeutet ein- 
fach gebundene Pyridoxalphosphdtgruppe (nach [XI). 
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A G l u - A l a -  Ser- G l y - T h r - G l y - A s n - M e t  - L y s i P P x Y )  -Phe - M e l - L e u - A s n - U y - A l o - L ~ ~ - T W - l l e - G l y - T h r - M e l - A s p - G l y  

B G l u - A l a  - S e - G l y - T h r - S e r -  Asn- Mel- LYS l P P x Y  I- P h e -  Alo-Me1 - Asx-Gly-ICys. Ile. Thr. lie. Uy.  G ( x l - ~ ~ - A s p - G l y  

C Glu - AIo - Ser - Gly - Thr - Ser - A m  - Met - Lys i P Pxy I - Phe - hi - Met 

D I G l u l - N o -  S e r - U y -  T h r - G l y -  A s n - M e l -  L y s l f P x y I -  L a -  A10 - Leu-Asp- G l y - A l a - L e u - T W - ~ l - G l y - T h ~ - ~ u - A r p  
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rose, wobei die a-Konfiguration in Glucose-1-phosphat er- 
halten bleibt: 

Saccharose + P , e  Glucose-I-phosphat + Fructose 

Diese Reaktion verlauft uber ein Glucosyl-Enzyrn-Interrne- 
diat['24'. In Saccharose-Phosphorylase wurde kein Pyridoxal- 
phosphat gefunden. Irn Gegensatz zur Glykogen-Phosphory- 
lase katalysiert die Saccharose-Phosphorylase jedoch keinen 
Glucosyltransfer auf Oligo- oder Polysaccharide und ist 
dernnach nicht Primer-abhangig. Diese grundsatzlichen Un- 
terschiede von Saccharose- und a-Glucan-Phosphorylasen 
veranlassen dazu, fur den Cofaktor in den a-Glucan-Phos- 
phorylasen eine Funktion beirn Glucosyltransfer vorn und 
zurn Oligo- oder Polysaccharidacceptor zu postulieren. 
Nirnrnt man an, daB der Glucosyltransfer von einern Zucker- 
phosphat auf ein Oligosaccharid - oder die Phosphorolyse 
eines Oligosaccharids unter Bildung eines Zuckerphosphats 
- energetisch aufwendiger sind, weil ein Oligosaccharid an- 
stelle eines Disaccharids gebunden und positioniert werden 
muB, mag man die Beteiligung einer dianionischen Phos- 
phatgruppe eines Cofaktors anstelle einer rnonoanionischen 
Arninosaureseitenkette an der Katalyse der a-Glucan-Phos- 
phorylasen verstehen. Dies konnte die unterschiedlichen Re- 
aktionen von Saccharose- und a-Glucan-Phosphorylase er- 
klaren. Die Beteiligung eines Dianions ware auch in Ein- 
klang rnit dern auBerordentlich hydrophoben Milieu des ka- 
talytischen Zentrurns der Glykogen-Phosphorylasen, auf das 
besonders ShaItieI et al. hingewiesen "I: Eine hy- 
drophobe Urngebung sollte Phosphorolyse gegenuber Hy- 
drolyse begunstigen. Die ungewohnlich starke Hydrophobie 
der Urngebung des substituierten Pyridinrings in den Phos- 
phorylasen laBt sich aus den besonderen spektralen Eigen- 
schaften des Phosphorylase-gebundenen Cofaktors ablei- 
tenf76.771. Da UV- und Fluoreszenz-Studien keine Auskunfte 
uber die Urngebung der 5'-Phosphatgruppe von Pyridoxal- 
phosphat in den a-Glucan-Phosphorylasen geben konnen, 
wurden die P-NMR-Versuche durchgefuhrt. 

Die Protonierung der 5'-Phosphatgruppe von Pyridoxal- 
phosphat in den nichtregulierten a-Glucan-Phosphorylasen 
nach Bindung von Glucose und Oligosacchariden kann als 
pK-Anderung interpretiert werden. Diese pK-Anderungen 
indizieren eine Verstarkung der Hydrophobie in der Urnge- 
bung der Phosphatgruppe. Anderungen des scheinbaren 
,,pK"-Wertes der Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat in 
Dioxan-Wasser-Mischungen in vergleichbarer GroBenord- 
nung wurden bereits bes~hrieben[~~].  Hier sei daran erinnert, 
daR das katalytische Zentrurn der E.-coli-Maltodextrin-Phos- 
phorylase vorn Losungsrnittel abgeschirmt wird, sobald Glu- 
cose gebunden worden ist (siehe Abb. 9 und 11). 

Die Annahrne, da8 die dianionische Phosphatgruppe von 
Pyridoxalphosphat in den aktiven und den aktivierten Kon- 
forrneren der Glykogen-Phosphorylasen bei der Katalyse als 
Protonenacceptor fungiert, ist eher eine zusatzliche als eine 
alternative Interpretation: An Kartoffel-Phosphorylase 
konnten wir ein Protonierungs-Deprotonierungs-Gleichge- 
wicht nach katalytischern Urnsatz zeigen, an dern die Phos- 
phatgruppe von Pyridoxalphosphat beteiligt is: (siehe Abb. 
7, 9 und 10). Das Ionisierungsgleichgewicht ist bei etwa 100- 
75% der enzyrnatischen Aktivitat und pH=6.1-7.4 vorn pH- 
Wert unabhangig. 

Hier sei an die 2500fache Beschleunigung der Hydrolyse 

des endo-5-[4(5)-Irnidazolyl]bicyclo[2.2.1]hept-endo-2-yl- 
zirntsaureesters in einer hydrophoben Urngebung ( H 2 0  : Di- 
oxan = 1 :4 (rnol/rnol)) durch 0.5 M Benzoat-Ionen erinnert. 
Die Beschleunigung deuteten Bender et al.['641 rnit einer De- 
protonierung der Irnidazolylgruppe durch das Benzoat-Ion, 
gefolgt von einer Protonenaufnahrne der Irnidazolylgruppe 
aus dern Wasser. Eine analoge Beschleunigung einer Phos- 
phorolyse irn hydrophoben Milieu unter Beteiligung des di- 
anionischen Phosphats in Pyridoxalphosphat als Base ist 
plausibel. Als Saure ware eine Glutarninsaure in Betracht zu 
ziehen, die Sprang und Fletterick durch Rontgen-Struktur- 
analyse bei 2.5 A Auflosung auBer einem Histidin irn aktiven 
Zentrurn von Phosphorylase a lokalisieren konnten. Benach- 
bart ist der Glucosylrest des Substrates Glucose-l-phos- 
 hat'^^]. 

Das nach Zugabe von Arsenat und Heptaarnylose erhalte- 
ne 3'P-NMR-Spektrurn gleicht dern Spektrurn nach Zugabe 
von Arsenat und Glucose. Es sei daran erinnert, daB das bei 
der Arsenolyse gebildete Glucose-I-arsenat spontan in Glu- 
cose und Arsenat zerfalltll4'1. Aufgrund der chernischen Ver- 
schiebung der 5'-Phosphatgruppe kann man z. B. unter die- 
sen Bedingungen etwa ein 1 : 1-Gleichgewicht monoproto- 
nierter und dianionischer Forrnen der 5'-Phosphatgruppe 
von Pyridoxalphosphat annehrnen. Die Beobachtung, da8 
Heptaarnylose und Arsenat die Ionisation der Cofaktor- 
Phosphatgruppe in gleicher Weise wie Glucose und Arsenat 
andern, scheint zunachst widerspruchlich: Glucose bindet 
sich zwar an das Glucose-1-phosphat-Bindungszentrurn (das 
sich in unrnittelbarer Nahe der 5'-Phosphatgruppe des Co- 
faktors befindet), wird aber nicht katalytisch urngesetzt. 
Poly- und Oligosaccharide, deren a-l,4-glykosidische Bin- 
dungen zwar arsenolytisch gelost werden, binden sich aber 
an ein (nicht uberlappendes) anderes Bindungs~entrurn[~~~~~l. 
Postuliert man aber eine ,,Transferstelle", die sowohl vorn 
,,Substrat Glucosyl" des Glucose-1-phosphats auf dern Weg 
zurn Poly- oder Oligosaccharidacceptor als auch vorn ,,Pro- 
dukt Glucosyl" beirn Abgang durchlaufen wird, ware der 
Widerspruch gelost. Glucose-I-phosphat wurde (irn Gegen- 
satz zur nichtaktivierten Glucose) dann uber eine ,,energie- 
reiche" Form des Glucosylrestes weiter zu einern Glucosyl- 
Enzyrn-Komplex reagieren. 

Der Protonentransfer beirn katalytischen Glucosyltransfer 
verlauft ~ c h n e l l [ ' ~ ~ l  und diirfte im norrnalen Ternperaturbe- 
reich in der NMR-Zeitskala nicht nachweisbar sein. Jedoch 
sollte sich der Protonierungs-Deprotonierungs-Zustand der 
Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat in Kartoffel-Phos- 
phorylase in Anwesenheit von Cyclodextrin und einern Glu- 
cosephosphat als Substrat registrieren lassen, d. h. wenn 
rnangels Acceptor kein Glucosyltransfer stattfindet. Bei die- 
sern Teilschritt sollte sich ein Protonierungs-Deprotonie- 
rungs-Zustand einstellen, der sich von dern bei Glucosyl- 
transfer beobachteten Gleichgewicht (siehe Abb. 7 , 9  und 10) 
unterscheidet. Allerdings verlangt dieser Versuch ein Gluco- 
syl-Analogon fur den Ubergangszustand oder ein Substrat- 
Analogon fur Glucose-I-phosphat, das nicht rnit dern "P- 
NMR-Nachweis von Pyridoxalphosphat interferiert. Auch 
waren '3C-NMR-Untersuchungen an enzyrngebundenern 
13 C-Glucose-1-phosphat zu erwagen. Eine besonders attrak- 
tive und dankbare Aufgabe ware aber, nach einern Glucosyl- 
Enzyrn-Interrnediat zu suchen (siehe Abb. 12). 

Gold und O ~ b e r [ ' ~ ~ I  versuchten vergeblich, die reversible 
Losung der Phosphatesterbindung in 'XO-rnarkiertern Glu- 
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cose-I-phosphat mit Muskel-Phosphorylase nachzuweisen. 14C-Glucose-l-phosphat, aber ohne a-Cyclodextrin, fand 
Diese reversible Reaktion ist dann zu erwarten, wenn eine sich keine Radioaktivitat in den Peptiden. Jedoch kann un- 
enzymgebundene Phosphatgruppe, die ungehindert rotiert, spezifische Bindung erst dann mit Sicherheit ausgeschlossen 

Abb. 12. Glucosyl-Enzym-Intermediat. schematisch. X: Elektronendonor. nucleophile Gruppe: HY: Protonendonor. elektrophile Gruppe: R: (Glucosyl),,: P,: Phosphat 
(nach 1147)). 

in einern ternaren Kornplex aus Phosphorylase, Glucosylrest 
und Phosphat enthalten ist. Kokesh und K a k ~ d a [ ' ' ~ l  wieder- 
holten dieses Experiment rnit Kartoffel-Phosphorylase, die 
im Gegensatz zur Muskel-Phosphorylase Cyclodextrine bin- 
det, die kompetitive Inhibitoren der Starke sind. Starkeahn- 
liche Cyclodextrine konnen aber irn Gegensatz zu Glykogen 
und Oligosacchariden kein Glucosyl akzeptieren, da sie kei- 
ne freie 4-Hydroxygruppe besitzen. Tatsachlich katalysiert 
Kartoffel-Phosphorylase in Gegenwart von Cyclodextrin 
und Glucose-I -phosphat, dessen Esterposition (wie im Expe- 
riment von Gold und O ~ b e r " ~ ~ ] )  mit ''0 markiert war, einen 
Austausch zwischen dem Ester und den peripheren Sauer- 
stoffatomen des Phosphats; die Geschwindigkeit 1st mit der- 
j enigen der Starkesynthese ~ergleichbarIl~~1: 

Phosphorylase . Glucose-1-phosphat . Cyclodextrin P 
Phosphorylase . Glucosyl . P, Cyclodextrin 

Uber die Art der Bindung des Glucosyl-Intermediats an die 
Phosphorylase kann das Experiment nichts aussagen; es ist 
sowohl mit einem Glucosyl-Kation als auch mit einem kova- 
lent gebundenen Glucosylrest vereinbar. Jedoch sprechen ki- 
netische Untersuchungen rnit Phosphorylase b von Firsov et 
a1.['441 (siehe aber 1 1 4 5 J ) ,  die keinen sekundaren Isotopeneffekt 
mit C-1[3H]- und C-1[2H]-markiertern Glucose-I-phosphat 
fanden, eher fur ein kovalent gebundenes Intermediat. Bei 
der reversiblen Bindung eines Glucosyl-Kations ware ein 
meRbarer sekundarer Isotopeneffekt zu erwarten['"'. Ein ko- 
valentes Glucosyl-Intermediat war im Falle der Saccharose- 
Phosphorylase bereits von Do~dorofJl l~~l  postuliert und von 
DeToma und A b e l e ~ [ ' ~ ~ ~  als P-glykosidisch gebundenes Glu- 
cose-Interrnediat (wie aufgrund eines ,,double displacement" 
zu erwarten) isoliert worden (siehe Abb. 12['471). Mit dem 
Ziel, ein kovalentes Glucosyl-Intermediat in der Kartoffel- 
Phosphorylase nachzuweisen, haben wir[lhSI das Enzym in 
Gegenwart von a-Cyclodextrin rnit ''C-uniform markiertem 
Glucose-1 -phosphat inkubiert. AnschlieBend wurde das ra- 
dioaktive Protein durch einen Sepharose-G-25-Chromato- 
graphie-Schritt von den Substraten getrennt, mit Sproz. 
Trichloressigsaure denaturiert und solange gewaschen, bis 
der Uberstand frei von Radioaktivitat war. Nach chymotryp- 
tischer Spaltung und elektrophoretischer Vortrennung wur- 
den radioaktive I4C-Peptide gefunden. Nach Inkubation rnit 
I4C-markierter Glucose oder ''C-markiertern Glucose-6- 
phosphat (anstelle von ''C-Glucose-l-phosphat) oder rnit 

werden, wenn die chemische Struktur der enzymgebundenen 
Glucose aufgeklart und die Glucose im katalytischen Zen- 
trum des Enzyms lokalisiert ist. 

Selbstverstandlich ist die Annahme, daB die dianionische 
Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat als Protonenaccep- 
tor an der Katalyse beteiligt ist, nicht die einzig rnogliche. So 
haben L. N. Johnson et al. vorgeschlagen, daB diese Gruppe 
als nucleophile Gruppe in die Katalyse eingreift[l4'I. Dieser 
Vorschlag beruht hauptsachlich auf einem Model1 der 
Raumstruktur des aktiven Zentrums der Muskel-Phosphory- 
lase b, das aufgrund der verfugbaren Kristallstruktur-Daten 
(3 A Auflosung) konstruiert wurde. Aber wenn auch noch 
Probleme zu losen sind, so ist doch an einer obligaten Rolle 
der Phosphatgruppe von Pyridoxalphosphat als Dianion bei 
der Katalyse der a-Glucan-Phosphorylasen kaum rnehr zu 
zweifeln. Es ist zu hoffen, da8 es weitere Fortschritte in nicht 
allzu langer Zeit errnoglichen werden, einen prazisen chemi- 
schen Reaktionsmechanismus mit Beteiligung der 5'-Phos- 
phatgruppe von Pyridoxalphosphat zu forrnulieren. Dann 
sollte sich erweisen, ob unsere Voraussage zutrifft, daR "na- 
ture may have found it advantageous to utilize in the case of 
glycogen phosphorylase protonatable groups of a vitamine 
rather than those of amino acid side chains to facilitate cata- 
ly~is" [~~I .  

An den Arbeiten uber die Rolle von Pyridoxalphosphat in 
den a-Glucan-Phosphorylasen hatten a d e r  den in den Publi- 
kationen genannten die folgenden Wurzburger Kollegen beson- 
deren Anteil: Priv. -Doz. Dr. Knut Feldmann, Professor Dieter 
Palm, Dr. George R. Philips, Dr. Klaus Schnackerz, Dr. Emil 
Schiltz und Dr. Manfred Buhner. Den Professoren Louise N .  
Johnson, Oxford, Niels B. Madsen und Richard J. Fletterick, 
Edmonton, Donald J. Graves, Ames, Sh. Shaltiel und A .  Kup- 
fer, Rehovot, Henri Buc, Paris, und T. Fukui, Osaka, danken 
wir fur wichtige Informationen, bevor diese publiziert wurden. 
Unser besonderer Dank gilt Dr. William E. Hull, Karlsruhe, 
Professor Edmond H .  Fischer, Seattle, und Professor Esmond 
E. Snell, Austin, fur Kritik und wertvolle Anregungen. Die hier 
veroflentlichten eigenen Arbeiten wurden von der Deutschen 
Forschungsgemeinschaft, der Stiftung Volkswagen werk und 
dem Fonds der Chemischen Industrie unterstiitzt. 
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