
Die End-on-Wechselwirkung der a-Carb-
oxylatgruppe des Folsäureantagonisten
Methotrexat (MTX) mit der Guanidino-
gruppe von Arg57 der Dihydrofolat-Reduk-
tase (DHFR) kann direkt in einem NMR-
Experiment (1H/15N-HSQC) nachgewiesen
werden, bei dem für die gekennzeichneten
Bindungen eine korrelierte Rotation gefun-
den wurde.



1. Einleitung

Gegenwärtig besteht ein groûes Interesse daran, die
molekularen Erkennungsprozesse zu untersuchen, die an
der Bildung von Wirkstoff-Rezeptor-Komplexen beteiligt
sind. Ansporn für diese Untersuchungen ist die Annahme,
dass ein Verständnis der molekularen Ursprünge der Bin-
dungsspezifität schlieûlich eine verlässliche Grundlage für ein
rationales Wirkstoff-Design liefern könnte. Eines der dabei
am gründlichsten untersuchten Systeme bilden das Enzym

Dihydrofolat-Reduktase (DHFR) und seine Wechselwirkun-
gen mit Folsäure-Antagonisten.[1±27] Dieses Enzym katalysiert
mit NADPH als Coenzym die Reduktion von Folat 1 über
Dihydrofolat 2 zu Tetrahydrofolat 3 [Gl. (1, 2)].

Folat 1�NADPH�H�> 7,8-Dihydrofolat 2�NADP� (1)

7,8-Dihydrofolat 2�NADPH�H�

> 5,6,7,8-Tetrahydrofolat 3�NADP� (2)

DHFR ist ein essentielles zelluläres Enzym, da das End-
produkt seiner katalytischen Wirkung, Tetrahydrofolat, ein
wichtiger, in vielen biochemischen Prozessen benötigter
Ausgangsstoff ist, der für die Biosynthese der Purine,
Pyrimidine und einiger Aminosäuren eine Rolle spielt.[6]

DHFR ist daher ein exzellentes Ziel für Wirkstoffe, die
darauf abzielen, selektiv die Enzyme invasiver Zellen zu
inhibieren. Es gibt zahlreiche klinisch nützliche Folsäure-
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Erst vor 50 Jahren beschrieben Farber
und Mitarbeiter, dass die Behandlung
mit dem Folsäure-Antagonisten Ami-
nopterin ein Nachlassen einiger For-
men von Leukämie bei Kindern be-
wirken kann. Zuvor hatte man bereits
die Wirkung von Substanzen auf 2,4-
Diaminopyrimidin-Basis als Folsäure-
Antagonisten erkannt ± bahnbrechen-
de Arbeiten, die zur Entwicklung von
Wirkstoffen wie Trimethoprim (anti-
bakteriell) und Pyrimethamin (Anti-
Malaria-Wirkung) führten. Die medi-
zinische Bedeutung dieser Arbeiten
wurde 1988 anerkannt, als Hitchings
und Elion sich den Nobelpreis für
Physiologie und Medizin teilten (zu-
sammen mit Black), womit ihre Unter-
suchungen über Inhibitoren des Purin-
und Pyrimidinmetabolismus gewürdigt
wurden. Das Zielenzym für die Fol-
säure-Antagonisten ist die Dihydrofo-
lat-Reduktase (DHFR), und ihre Ent-
deckung durch Futterman 1957 löste

eine bis heute anhaltende Flut von
Arbeiten aus. Komplexe von DHFR
mit kleinen Molekülen wurden früh-
zeitig zum Zielobjekt für das Studium
von Wirkstoff-Rezeptor-Wechselwir-
kungen; wegen der Möglichkeit, For-
schungen auf molekularer Ebene an
einem wohldefinierten System von
medizinischer Bedeutung durchzufüh-
ren, zogen sie die Aufmerksamkeit
nicht nur der Pharmakologen und Bio-
chemiker, sondern auch der Chemiker
und Physiker auf sich. Nach der Ent-
deckung des Enzyms wurden die
DHFRs verschiedenster Herkunft ge-
reinigt und detailliert biochemisch und
biophysikalisch untersucht. Mehr als
60 Strukturen von DHFR-Komplexen
wurden bislang durch Röntgenstruk-
turuntersuchungen aufgeklärt. Diese
Strukturen ermöglichten ein Verständ-
nis des Mechanismus der Enzymwir-
kung und halfen beim Aufbau von
Strukturmodellen von DHFR-Kom-

plexen mit neuartigen Inhibitoren.
Erst kürzlich wurde die NMR-Spek-
troskopie zur Aufklärung der Struktu-
ren von DHFR-Komplexen in Lösung
eingesetzt. Die gröûten Stärken der
NMR-Methoden liegen dabei in ihrer
einzigartigen Möglichkeit, spezifische
Wechselwirkungen von Enzymen mit
Substraten oder Substrat-Analoga aus-
zuloten, die vielfältigen Konformatio-
nen der Komplexe zu charakterisieren
und die zahlreichen dynamischen Pro-
zesse in derartigen Systemen zu unter-
suchen. Solche Untersuchungen von
Komplexen der Dihydrofolat-Reduk-
tase werden in diesem Aufsatz be-
schrieben.
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Antagonisten, darunter Trimethoprim 4 (antibakteriell), Me-
thotrexat 5 (ein Antitumormittel) und Pyrimethamin 13 (ein
Antimalariawirkstoff), die jeweils durch Inhibierung des
Enzyms in parasitären oder malignen Zellen wirken. Trime-
thoprim z. B. hemmt die bakteriellen Enzyme 16 500-mal
effektiver als die entsprechenden Säugerenzyme.[5]

Dihydrofolat-Reduktasen sind im Allgemeinen kleine Pro-
teine (18 000 ± 25 000 Da bei den meisten Arten), die weder
Disulfidbrücken aufweisen noch Metallionen benötigen. Die
Faszination, die von diesem Enzym ausgeht, beherrschte die
Forschungsaktivitäten vieler Wissenschaftler, und der Fort-
schritt auf diesem Gebiet hat sich in zahlreichen Übersich-
ten[5±12] niedergeschlagen. Viele modifizierte DHFRs wurden
durch gezielte Mutagenese hergestellt und untersucht, um
bestimmte Fragen hinsichtlich der Enzymkatalyse oder der
Ligandenbindung zu beantworten.[27±31] Ausführliche Unter-
suchungen zur Bindung von Inhibitoren und Coenzymen an
DHFR aus Lactobacillus casei wurden durchgeführt, und die
Bindungskonstanten typischer binärer Komplexe wurden z. B.
für Methotrexat 5 (2� 109mÿ1), Trimethoprim 4 (2� 107mÿ1),
Trimetrexat 6 (ca. 2� 108mÿ1), NADPH (1� 108mÿ1) und
NADP� (4.5� 104mÿ1) bestimmt (Ka-Werte gemessen bei
pH 6.5 ± 7.0).[32±35]

Die Bildung des ternären Komplexes mit NADPH und
einem Substrat-Analogon geht häufig mit (positiven oder
negativen) kooperativen Effekten einher, bei denen die

beiden Liganden gegenseitig ihre Bindung beeinflussen.[34, 35]

Diese Effekte können recht groû sein und in einigen Fällen
die Bindung um einen Faktor von bis zu 2000 verändern.
Unterschiede bei der kooperativen Bindung von Liganden an
die Enzyme verschiedener Arten tragen manchmal zur
Bindungsspezifität bei. So ist beispielsweise die spezifische
Bindung von Trimethoprim an bakterielle Enzyme statt an
Säugerenzyme teilweise auf Unterschiede in der Koopera-
tivität der Bindung von NADPH zurückzuführen: Der
Kooperativitätsfaktor von 200, der für die Bindung an
bakterielle Enzyme beobachtet wird, ist in Komplexen mit
Säugerenzymen stark herabgesetzt.[33] Da es wahrscheinlich
ist, dass der ternäre DHFR-NADPH-Inhibitor-Komplex das
therapeutisch relevante Agens ist, sollten solche Coenzym-
wirkungen auf die Bindungsspezifität von bedeutendem Ein-
fluss auf das Design von Wirkstoffen sein. Obwohl DHFR
ausführlich untersucht wurde, verbleiben doch noch viele
unbeantwortete Fragen bezüglich der Ursachen der Bin-
dungsspezifität und Kooperativität.

Die Strukturen vieler DHFR-Komplexe wurden durch
Röntgenkristallographie aufgeklärt,[13±16] und die so erhalte-
nen Strukturdaten wurden bei der Modellierung der Struktu-
ren verwandter Ligandenkomplexe von DHFR mit quanten-
chemischen Methoden herangezogen.[36, 37] In den vergange-
nen Jahren ermöglichten die Fortschritte bei den NMR-
Methoden die Strukturaufklärung von mittelgroûen Protei-
nen, und die Strukturen zahlreicher Dihydrofolat-Reduktase-
Komplexe wurden mittlerweile veröffentlicht.[17±21] Die gröûte
Stärke der NMR-Methoden ist aber ihre Fähigkeit, Informa-
tionen zu liefern, die durch andere Methoden nicht zugänglich
sind. So hat sich z. B. die NMR-Spektrokopie als hervor-
ragende Methode zur Untersuchung von spezifischen Protein-
Liganden-Wechselwirkungen, multiplen Konformationen und
dynamischen Prozessen in Protein-Liganden-Komplexen er-
wiesen.[22±26]
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2. Einblicke in den Wirkungsmechanismus von
Dihydrofolat-Reduktase

DHFR reduziert Folat 1 zunächst zu 7,8-Dihydrofolat und
danach zu 5,6,7,8-Tetrahydrofolat [Gl. (1, 2)], wobei in der
durch das Enzym aus L. casei katalysierten Reaktion die
Folatreduktion um den Faktor 100 langsamer ist als die
anschlieûende Reduktion des 7,8-Dihydrofolats.[38] Die Re-
duktion des 7,8-Dihydrofolats beinhaltet den Transfer des
4-pro-R-Wasserstoffatoms von NADPH auf die C6-Position
des Dihydrofolats.[39, 40] Wir verwendeten NMR-Methoden,
um die regiochemischen Aspekte dieses Reduktionsvorgangs
zu ermitteln. Zu diesem Zweck stellten wir selektiv deute-
riertes 5,6,7,8-Tetrahydrofolat her, indem wir Folat 1 mit L.-
casei-DHFR und mit spezifisch an der 4-pro-R-Position
deuteriertem NADPH reduzierten.

Daraufhin bestimmten wir die Deuterierungspositionen im
Produkt durch Vergleich der 1H-NMR-Spektren der deute-
rierten und nicht deuterierten Tetrahydrofolate. Die Deute-
riumatome, die an die C6- und C7-Positionen übertragen
wurden, wurden beide an die gleiche Seite des Pterinrings
addiert [41, 42] (siehe Struktur 3). Die Konfiguration des
Wasserstoffatoms an der 6-Position des Tetrahydrofolats war
bereits durch frühere Röntgenstrukturanalysen[43, 44] als 6S
erkannt worden. Somit ergaben die NMR-Untersuchungen
für die enzymatische Deuterierung von Folat, dass die Kon-
figuration des addierten Protons an der 7-Position 7S war, das
Proton sich also an der gleichen Seite befand wie das an der
6-Position. In der Struktur des Komplexes von DHFR mit
Methotrexat 5 (MTX) und NADPH im Kristall[13, 14] befindet
sich das ¹übertrageneª Proton 4-HR von NADPH in der Nähe
derjenigen Seite des MTX-Pteridinrings, die entgegengesetzt

der Seite ist, die die Protonen der Folatreduk-
tion aufnehmen.[13, 14, 41±45] Obwohl Metho-
trexat 5 und Folat 1 ähnliche Strukturen
haben, die sich nur an den Positionen C4 und
N10 unterscheiden, bindet der Pteridinring
von 5 also in einer anderen Anordnung an

DHFR, als es 1[41, 42] und 7,8-Dihydrofolat[13, 43, 45] tun. Dies
wurde durch spätere Röntgenstruktur-[16] und NMR-Unter-
suchungen[27, 46] bestätigt, bei denen festgestellt wurde, dass
der Pterin-Ring im DHFR-Folat-Komplex in Bezug auf den
im DHFR-MTX-Komplex um etwa 180 8 gedreht war. Dass
derart ähnliche Moleküle in solch unterschiedlicher Weise
binden können, unterstreicht die Bedeutung detaillierter
Strukturstudien für das Inhibitor-Design.

Der Mechanismus der Protonierung von N8 (bei Folat) und
N5 (bei Dihydrofolat) als erster Stufe jedes Reduktions-
schritts wird noch immer nicht vollständig verstanden.
Selinsky und Mitarbeiter[47] untersuchten die binären Kom-
plexe von Rinder-DHFR mit Folat und Dihydrofolat (mar-
kiert mit 15N an N5 und 13C an C6) und zeigten, dass N5 in
keinem der Komplexe protoniert wurde. Mutagenese-Stu-
dien, in denen Asp 27 der E.-coli-DHFR modifiziert wurde,
hatten diese Gruppe indirekt mit der enzymatischen Reduk-
tion in Zusammenhang gebracht.[31] Asp27 ist der einzige
Strukturteil mit ionisierbarer Gruppe, der sich in der Nähe
des aktiven Zentrums befindet (entsprechend Asp26 in L.-
casei-DHFR und Glu 30 in humaner DHFR). Die Struktur im
Kristall[16] spricht dafür, dass dieses Fragment sich weder zu
N8 noch zu N5 in ausreichender Nähe befindet, um an einer
direkten Protonierung beteiligt zu sein. Die Sauerstoffatome
der Carboxygruppe der konservierten Asp-Gruppe bilden
Wasserstoffbrücken zu einem der Protonen der 2-NH2-
Gruppe und zum N3-Proton des Folats.[48, 49] Es wurden
Protonierungswege für N8 und N5 vorgeschlagen, in denen
das Asp-Fragment die Bildung einer protonierten Enolform
des Pteridinrings als Zwischenstufe vor der Reduktion an N5
fördert (Cannon et al.[50] führten Rechnungen durch, nach
denen die Bildung eines Enoltautomers des Substrats möglich
erschien).

Dagegen ergaben aber Untersuchungen der binären Kom-
plexe von 13C- und 15N-markierten Folaten, dass das gebun-
dene Folat für die humanen und bakteriellen Enzyme in der
Ketoform vorliegt.[46±49] Blakley et al. zeigten auch,[49] dass N3
im Folatkomplex mit humaner DHFR sogar noch bei einem
pH-Wert von 9.5 protoniert bleibt. Sie bemerkten das be-
vorzugte Vorliegen der Imino-Keto-Form von gebundenem
Folat und schlossen daraus, dass Protonierungsmechanismen,
die Enolformen durchliefen, sehr unwahrscheinlich sein
dürften. Blakley und Mitarbeiter[49] entdeckten keine ¾n-
derung des Ionisierungszustandes der Glu30-Carboxylatgrup-
pe in einem pH-Bereich von 5 bis 7 im binären Komplex von
Folat mit humaner DHFR und schlossen daher, dass die
Ionisierung von Glu 30 höchstwahrscheinlich nicht die Ur-
sache der pH-Abhängigkeit des Hydridtransfers ist (schein-
barer pK� 6).

¾hnliche Ergebnisse wurden für das äquivalente Asp26 im
Komplex von L.-casei-DHFR mit Folat gefunden.[51] Oefner
und Mitarbeiter[16] entdeckten bei ihren Kristallstrukturunter-
suchungen von Komplexen humaner DHFR mit Folat ein
gebundenes Wassermolekül in der Nähe von N5 und schlugen
daher dieses als wahrscheinlichen Vermittler der Protonen-
übertragung auf N5 vor. Ein entsprechendes Wassermolekül
wurde auch bei Röntgenstruktur-[14] und NMR-Untersuchun-
gen[54] des Komplexes DHFR-MTX-NADPH entdeckt (das
Wassermolekül 253 in Abbildung 1) sowie bei NMR-Unter-
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Abbildung 1. Schematische Darstellung der Position der Wassermoleküle
201 und 253 in a) der Methotrexat-Bindungsstelle des L.-casei-DHFR-
MTX-NADPH-Komplexes, die durch eine Röntgenstrukturanalyse be-
stimmt wurde,[14] und b) der vorgeschlagenen Bindungsstelle von Dihy-
drofolat (DHF) (nach Bolin et al. ;[14] Trp 5 wurde nachträglich in die
Originalabbildung eingefügt). (Wiedergabe mit Genehmigung von Bolin
et al.[14])

suchungen humaner DHFR.[55] Der Nachweis dieses lang-
lebigen Wassermoleküls in Lösung stützt seine mögliche
Bedeutung für die Protonenübertragung auf N5 des Dihy-
drofolats. Ein Manko all dieser
NMR-Untersuchungen ist
aber, dass die entsprechenden
Daten in keinem Fall von den
relevanten ternären Komple-
xen mit Substrat und NADPH,
sondern vielmehr von ver-
wandten Komplexen stammen.

Benkovic et al.[28, 29, 56, 57] so-
wie Blakley et al.[58] führten
auûerdem ausgedehnte kineti-
sche Studien mit zahlreichen
DHFRs durch. So zeigten etwa
Adrews, Benkovic und Mitar-
beiter,[56] dass für das Enyzm
aus L. casei die Dissoziation
des Produkts der geschwindig-
keitsbestimmende Schritt beim
Umsatz unter Flieûgleichge-

wichts-Bedingungen bei niedrigem pH-Wert ist. Das Produkt,
Tetrahydrofolat, dissoziert erst vom Enzym, nachdem
NADP� durch NADPH ersetzt worden ist.

3. Signalzuordnung und Kern-Overhauser-Effekte

3.1. Zuordnungen der NMR-Signale des Proteins

Mehrdimensionale NMR-Methoden,[59, 60] auch in Verbin-
dung mit isotopenmarkierten Proteinen, wurden angewendet,
um für zahlreiche Komplexe von bakteriellen[52, 61±63] und
Säuger-DHFRs[21, 53] vollständige Signalzuordnungen zu er-
halten. In unseren eigenen Untersuchungen der Komplexe
der L.-casei-DHFR mit 4 ± 7 wurden die Zuordnungen
erhalten,[17±20, 61, 62] indem einheitlich 15N- und 13C/15N-mar-
kierte DHFR und spezifisch markierte Liganden verwendet

wurden. Die Verfügbarkeit von überexprimierenden E.-coli-
Stämmen, die das Gen für DHFR aus L. casei enthalten,
vereinfacht dabei die Herstellung isotopenmarkierter Pro-
teine.[64] Die Zuordnung der Hauptkettenabfolge wurde aus
3D-TOCSY-HMQC-, NOESY-HMQC-,[65] HMQC-NOESY-
HMQC-,[66±68] HNCA-,[69] HNHA-[70] und HNHB-Experimen-
ten[71] abgeleitet, während 3D-13C/1H-HCCH-COSY- und
HCCH-TOCSY-Experimente[72, 73] den gröûten Teil der Zu-
ordnung der Seitenkettensignale für den Komplex mit Me-
thotrexat ermöglichten (ein Beispiel dafür ist in Abbildung 2
gezeigt). Sowie die Zuordnungen für den Komplex von

Abbildung 2. Repräsentative F1/F3-Bahnen aus dem HCCH-TOCSY-Spektrum des DHFR-MTX-Komplexes,
aufgenommen im Bereich der chemischen Verschiebungen der a-Kohlenstoffatome (F2) von fünf Leucinresten.
Die Spektren können als Serie von 2D-TOCSY-Schnitten[74, 75] (1H(F1)/1H(F3)) bei unterschiedlichen 13C-
Verschiebungen (F2) angesehen werden. Die markierten Kreuzsignale sind typisch für die Korrelationen durch
die Bindungen für die a-Protonen (F1) aller 13 Leucinreste in DHFR. (Wiedergabe mit Genehmigung von
Soteriou et al.[62])
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DHFR mit Methotrexat getroffen waren, war es verhält-
nismäûig einfach, diese auf verwandte Komplexe zu über-
tragen, da in den 2D-NMR-Spektren der verschiedenen
Komplexe ¾hnlichkeiten in den Verknüpfungsmustern zu
erkennen waren.

Als die heute üblichen NMR-Methoden für die Sequenz-
zuordnung von Proteinen noch nicht zur Verfügung standen,
wurden die Signale oft nach NOE-Messungen von Kernen,
die in der Struktur des Komplexes im Kristall benachbart
waren, korreliert und zugeordnet.[76] Dabei wird angenom-
men, dass die Strukturen in Lösung und im Kristall annähernd
gleich sind. Viele der frühen Zuordnungen für Komplexe der
L.-casei-DHFR wurden auf diesem Wege erhalten, und sie
zeigten vollständige Übereinstimmung mit den später durch
NMR-Methoden getroffenen Sequenzzuordnungen.[61, 62, 76]

Die Zuordnungsmethode auf der Grundlage von Kri-
stallstrukturdaten ist nach wie vor ein wertvoller Weg für
sehr groûe Proteine (>50 kDa), bei denen die skalaren
Kopplungen zwischen den Kernen schwierig zu detektieren
sind.

Die selektive Isotopenmarkierung von DHFR wurde
angewendet, um die Spektren und die Signalzuordnung zu
vereinfachen. Viele selektiv deuterierte L.-casei-DHFRs
wurden durch biosynthetischen Einbau entsprechender deu-
terierter Aminosäuren hergestellt ; durch Vergleich der Spek-
tren der nicht deuterierten und der selektiv deuterierten
Proben war es möglich, diejenigen 1H-Signale zu entdecken
und zuzuordnen, die nur in den Spektren der nicht deuterier-
ten Proben vorkamen.[77±82] Durch Interpretation der 2D-
COSY-Spektren von DHFR, die g-Me-deuteriertes Valin[78, 79]

und a-deuteriertes Valin[80] enthielt, war es möglich, die
Signale der Protonen zuzuordnen, die sich normalerweise an
den deuterierten Positionen befinden. Wir stellten L.-casei-
DHFR her, die (2S,4R)-[5,5,5-2H3]Leucin[81] enthielt, und
erstellten stereospezifische Zuordnungen für die Leu-Me-
thylgruppen, indem wir die 1H-COSY-Spektren der deute-
rierten mit denen nicht deuterierter Proben verglichen
(Abbildung 3).

In einigen Experimenten wurden auch L.-casei-DHFR-
Proben mit mehreren deuterierten Aminosäuren unter-
sucht.[79, 82] Dies ist besonders nützlich, wenn man die Signale
aromatischer Aminosäuren und ihre NOE-Verknüpfungen
untersuchen will. Das in Abbildung 4 gezeigte Spektrum
demonstriert die damit erzielbaren bemerkenswerten Verein-
fachungen. Eine Vereinfachung des Spektrums kann auch
durch photochemische CIDNP-Experimente (CIDNP� che-
mically induced dynamic nuclear (spin) polarization) erreicht
werden, um die Signale der an der Oberfläche des DHFR-
Inhibitor-Komplexes zugänglichen aromatischen Gruppen zu
verstärken.[83]

Verschiedene 13C- und 19F-markierte Aminosäuren wurden
auf biosynthetischem Weg in das Enzym eingebaut und dann
in NMR-Messungen zur Untersuchung der Effekte der
Ligandenbindung genutzt.[84±86] Ein bemerkenswertes Resul-
tat wurde mit einer 6-F-Trp enthaltenden L.-casei-DHFR
erhalten, in der sich die Fluorsubstituenten von zwei der Trp-
Gruppen (Trp 5 und Trp 133) in ausreichender räumlicher
Nähe für eine skalare Through-Space-19F-19F-Kopplung be-
finden.[84]

Abbildung 3. Der ¹aliphatischeª Hochfeldbereich des 2D-DQF-COSY-
1H-Konturplots des L.-casei-DHFR-MTX-Komplexes, aufgenommen bei
308 K. a) Der Komplex des selektiv deuterierten Enzyms mit (2S,4R)-
[5,5,5-2H3]Leucin; b) der Komplex des nicht deuterierten Enzyms. Die
Positionen der Leucin-Kreuzsignale unter Beteiligung der 4-pro-R-Me-
thylgruppe sind in (a) eingekreist, und die Methylpaare jedes Leucins sind
durch Linien verbunden. (Wiedergabe mit Genehmigung von Ostler
et. al[81])

3.2. Zuordnungen der NMR-Signale der Liganden

Die Kerne der Liganden sind ganz offensichtlich gut
positioniert, um direkt Informationen über die Bindungsstelle
im Komplex zu liefern. Die Zuordnungen der Liganden-
signale sind daher von wesentlicher Bedeutung für detaillierte
Strukturuntersuchungen, da sie den Ausgangspunkt für die
Sammlung der intermolekularen Protein-Liganden-NOEs
bilden, die für die Bestimmung weit reichender sterischer
Wechselwirkungen benötigt werden. Für schwach bindende
Liganden (Ka� 103mÿ1), bei denen ein rascher Austausch
zwischen gebundenem und freiem Zustand besteht, können
die chemischen Verschiebungen des gebundenen Liganden
leicht aus der Analyse der Bindungskurven berechnet wer-
den.[87, 88] Sehr fest gebundene Liganden (Ka> 107mÿ1) zeigen
ein stark verlangsamtes Austauschverhalten, so dass sich
getrennte Signale für den gebundenen und den freien
Liganden ergeben. Diese werden oft zugeordnet, indem
isotopenmarkierte Analoga mit verschiedenen NMR-Experi-
menten untersucht werden. Bei den einfachsten Experimen-
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ten werden die mit dem markierten Liganden gebildeten
Komplexe direkt 15N- und 13C-NMR-spektroskopisch unter-
sucht: Lediglich die Signale der Kerne an markierten
Positionen werden beobachtet, und ihre Zuordung ist norma-
lerweise trivial. Zahlreiche derartige Studien wurden in
unserem Labor durchgeführt, darunter solche mit isotopen-
markiertem Folat 1,[89, 90] Methotrexat 5[91] und Trimethoprim
4.[92±94]

Blakley und Mitarbeiter[49] gingen auf die gleiche Weise vor,
um isotopenmarkiertes Folat 1, gebunden an humane DHFR,
zu untersuchen. Huang und Mitarbeiter untersuchten ent-
sprechend E.-coli-DHFR-Komplexe, die markiertes 1 und 4
enthielten.[95, 96] Isotopen-Editieren oder Filter-Pulssequenzen
können ebenfalls eingesetzt werden. Heteronucleare Mehr-
fach- und Einfach-Quantenkohärenz-Experimente (HMQC-
bzw. HSQC) ermöglichen es, skalar gekoppelte 1H/X-Paare
selektiv zu detektieren (jedes charakterisiert durch seine 1H-
und 13C-/15N-Frequenzen, wobei die X-Kerne indirekt über
den 1H-Kern detektiert werden).[97, 98]

Für Komplexe mit weniger stark gebundenen Liganden
(Ka� 106mÿ1) können die Dissoziationsgeschwindigkeiten
ausreichen, um Magnetisierungstransfer-Experimente zu er-
möglichen, so dass die getrennten Signale der gebundenen
und freien Spezies miteinander in Beziehung gebracht werden
können. Da die Zuordnungen der Signale der freien Liganden
in der Regel als gesichert angesehen werden können, können
daher die entsprechenden Signale der gebundenen Spezies
zugeordnet werden. Wir haben Magnetisierungstransfer-Me-
thoden verwendet, um die Signale von NADP�,[100] Trimetho-
prim 4,[101] Folat 1[32, 101] und Pyrimethamin-Analoga,[102]

gebunden an L.-casei-DHFR, zuzuordnen. Im Verlauf dieser
Untersuchungen wurden die ersten NOE-Transfer-Experi-
mente zur Bestimmung intramolekularer NOEs in einem
gebundenen Liganden durchgeführt.[103, 104] Bei dieser Metho-
de wird die Kreuzrelaxation (NOE) zwischen zwei Protonen
des gebundenen Liganden durch Austausch zwischen gebun-

dener und freier Spezies auf das freie Molekül übertragen.
Die negativen NOEs des gebundenen Zustands können daher
an den Signalen des freien, in langsamem Austausch mit der
gebundenen Spezies befindlichen Liganden gemessen werden
(Abbildung 5) oder an gemittelten Signalen des freien und
des gebundenen Liganden bei raschem Austausch.[103] Quan-
titative Ergebnisse werden am günstigsten für Systeme mit
raschem Austausch erhalten, in denen die Austauschge-
schwindigkeiten deutlich höher sind als die Relaxationsge-
schwindigkeiten des Protons im freien Liganden.[105]

DHFR-Komplexe mit Liganden, die Isotope wie 3H, 19F
und 31P enthielten, wurden ebenfalls untersucht.[102, 106±110] So
wurde z. B. 19F-NMR-Spektroskopie eingesetzt, um die Kom-
plexe von L.-casei-DHFR mit fluorhaltigen Pyrimethamin-
Derivaten zu untersuchen; ihre einfachen 19F-NMR-Spektren
sind sehr gut geeignet, um die vielfältigen Konformationen
und dynamischen Prozesse in den Komplexen zu verfolgen
(siehe Abschnitt 8 über multiple Konformationen).[102, 107, 110]

3.3. Liganden-Protein-NOE-Messungen

Das Isotopen-Editieren, das erstmals von Fesik und Mit-
arbeitern[97] sowie von Otting und Wüthrich[146] angewendet
wurde, kann zur Bestimmung von Protein-Liganden-NOEs
genutzt werden. Beispielsweise können in 2D-HMQC-
NOESY-Experimenten NOEs zwischen Kernen der isoto-
penmarkierten Liganden und denen des Proteins gemessen
werden. 3D-NOESY-HMQC ist eine leistungsfähige Erwei-
terung dieser Methode, die es ermöglicht, selektiv die NOEs
zwischen Ligandenprotonen (gebunden an 13C oder 15N) und
benachbarten Protonen im Protein zu detektieren, wobei die
beobachteten NOESY-Kreuzsignale über den Bereich der
chemischen Verschiebung des X-Kerns verteilt sind. Dies
vereinfacht das NOESY-Spektrum bei jeder bestimmten
X-Frequenz erheblich und ist daher sehr nützlich, wenn es

Abbildung 4. Der ¹aromatischeª Tieffeldbereich des auflösungsverbesserten 1H-NMR-Spektrums eines selektiv deuterierten L.-casei-Dihydrofolat-
Reduktase-Methotrexat-Komplexes, aufgenommen bei 600 MHz. Die selektiv deuterierten aromatischen Aminosäuren I ± IV waren in die DHFR-Probe
eingebaut. (Wiedergabe mit Genehmigung von Birdsall et al.[82])



AUFS¾TZENMR-Untersuchungen an Enzym-Liganden-Komplexen

Angew. Chem. 2000, 112, 298 ± 321 305

Abbildung 5. Arensignalbereich des bei 319 K gemessenen 270-MHz-1H-
NMR-Spektrums einer selektiv deuterierten DHFR in Gegenwart von
2.7 ¾quivalenten Trimethoprim 4. a) Kontrollspektrum ohne Einstrahlung.
b) Spektrum nach Einstrahlung bei der Frequenz des H6-Protons des freien
Trimethoprims. c) Differenzspektrum; man erkennt einen negativen NOE
zu H2'/H6' der freien Spezies (d� 6.61) und einen Magnetisierungstransfer
auf H6 der gebundenen Spezies (d� 6.5). Übertragene NOEs[103, 104]

werden beobachtet zwischen den H6- und den H2'/H6'-Protonen des
freien Trimethoprims in Gegenwart von an L.-casei-DHFR gebundenem
Trimethoprim: Die in (b) und (c) bei Einstrahlung auf das H6-Signal der
freien Spezies auf H2'/H6' übertragenen negativen NOEs werden durch
Magnetisierungstransfer zwischen gebundenem und freiem Trimethoprim
übertragen und spiegeln die negativen NOEs zwischen diesen Protonen in
der gebundenen Spezies wider. (Wiedergabe mit Genehmigung von Cayley
et al.[104])

gilt, Proteinkomplexe zu untersuchen, bei denen Teile des 2D-
NOESY-Spektrums durch Signalüberlappung kompliziert
werden.[98] Durch Anwendung solcher 2D- und 3D-Methoden
haben wir auch Komplexe von L.-casei-DHFR mit Trimetho-
prim 4, die an den [1,3,2-Amino-15N]- oder den [7,4'-OCH3-
13C]-Positionen[17] markiert waren, untersucht und aus den
gemessenen NOEs Informationen über die Trimethoprimbin-
dungsstelle gewonnen. Die 15N-editierten NOEs, die in den
2D-HMQC-NOESY-1H/15N-Spektren dieses Komplexes ge-
funden wurden, zeigt Abbildung 6.[17]

12C/13C-gefilterte 2D-NOESY-Experimente bieten eben-
falls eine Möglichkeit zur Detektion der NOEs zwischen
Protonen in unmarkierten Liganden und Protonen, die an ein
13C-Atom in einem 13C-markierten Protein gebunden sind:
Abbildung 7 zeigt die Liganden-Protein-NOE-Verknüpfun-
gen, die durch die N10-CH3-Gruppe und die a-CH-Protonen
von nicht markiertem Methotrexat 5 an gebundener 13C-
markierter L.-casei-DHFR hervorgerufen werden. [19] Alle
NOEs zwischen an 13C-Atome gebundenen Protonen wurden
unterdrückt. ¾hnliche Experimente mit 14N/15N-gefilterten

Abbildung 6. Teil des 15N-editierten 2D-NOESY-Spektrums des Komple-
xes von L.-casei-DHFR mit [1,2,3-Amino-15N]Trimethoprim (editiert bei
d(15N)� 59.6 bezogen auf NH4Cl als externen Standard). Die oberen
Bahnen zeigen die Reihen bei den Frequenzen der HN2A- und HN2B-
Protonen, die sowohl intra- als auch intermolekulare NOEs erkennen
lassen. (Wiedergabe mit Genehmigung von Martorell et al.[17])

Abbildung 7. Teil eines 12C/13C-gefilterten 2D-NOESY-Spektrums, das mit
einer Probe mit unmarkiertem Methotrexat 5 und 13C-markierter L.-casei-
DHFR aufgenommen wurde (308 K, pH 6.5). Es zeigt die NOEs, die durch
die Methotrexat-N10-CH3-Gruppe und die Ha-Protonen hervorgerufen
werden. (Wiedergabe mit Genehmigung von Gargaro et al.[19])

NOESY-Sequenzen wurden verwendet, um die NOEs zwi-
schen NH-Protonen in unmarkierten Liganden und Protonen
in 15N-markierter DHFR zu detektieren.[99] Abbildung 8 zeigt
die Liganden-Protein-NOEs, die für 5 im Komplex mit L.-
casei-DHFR bestimmt wurden.

Bei nicht markierten Liganden ist es manchmal möglich,
aus den dynamischen Prozessen des gebundenen Liganden
Nutzen zu ziehen, um die Zuordnung der Protein-Liganden-
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Abbildung 8. Intramolekulare Protein-Liganden-NOEs im DHFR-Me-
thotrexat-Komplex. (Wiedergabe mit Genehmigung von Gargaro et al.[19])

NOEs zu erleichtern. Zahlreiche NOEs wurden durch diese
neuartige Methode nachgewiesen, indem der Einfluss der
Temperatur auf die NOE-Signale beobachtet wurde, der aus
den dynamischen Prozessen in Trimetrexat 6, gebunden an
DHFR, resultiert.[20] Bei 278 K klappt der Trimethoxyring des
gebundenen Trimetrexats hinreichend langsam um, um ge-
trennte, gut aufgelöste Signale für die in langsamem Aus-
tausch befindlichen 3'- und 5'-OCH3-Protonen zu ergeben,
und diese liefern gute NOE-Kreuzsignale zu den Proteinsi-
gnalen. Bei höherer Temperatur verbreitern sich die Ligan-
densignale aufgrund des beschleunigten Umklappens, und
ihre NOE-Kreuzsignale verschwinden. Dies ermöglicht es, die
entsprechenden Signale, die lediglich in dem bei niedrigerer
Temperatur aufgenommenen Spektrum beobachtet werden,
als mit den Ligandenprotonen zusammenhängende NOEs zu
identifizieren.

4. Strukturbestimmung von DHFR-Komplexen

In den vergangenen Jahren hat sich die NMR-Spektrosko-
pie zu einer leistungsfähigen Methode zur Bestimmung der
Strukturen von Proteinen in Lösung entwickelt.[59, 111] Sobald
die Signalzuordnungen einmal bekannt sind, ist es möglich,
die NOE-Informationen und die Kopplungskonstanten aus
den NMR-Spektren abzuleiten und sie zu nutzen, um eine
Liste der Protonen-Protonen-Abstands- und Winkelbe-
schränkungen zu erhalten. Moleküldynamik-Rechnungen
(simulated annealing) können anschlieûend durchgeführt
werden, um Modelle der Proteinstruktur zu erhalten, die
mit diesen Einschränkungen konsistent sind.[112, 113]

Wir verwendeten derartige Methoden, um die dreidimen-
sionalen Strukturen von Komplexen der Inhibitoren 4 ± 7 mit
L.-casei-DHFR zu bestimmen.[17±20] Stereospezifische Zuord-
nungen und die möglichen Torsionswinkelbereiche wurden
aus den NOE-Daten und Kopplungskonstanten mit dem
Programm AngleSearch[114] abgeleitet. Zahlreiche 13C- und
15N-Analoga von Trimethoprim 4 und Methotrexat 5 wurden

verwendet, um die isotopen-editierten oder isotopen-gefilter-
ten Spektren zu erhalten, die für die Festlegung der Protein-
Liganden-NOEs benötigt wurden. Die Strukturen der Kom-
plexe wurden bestimmt, indem entweder konventionelle
Moleküldynamik-Rechnungen oder diverse Docking-Metho-
den angewendet wurden. Beispielsweise wurde die dreidi-
mensionale Struktur des Komplexes von L.-casei-DHFR mit
dem Antitumormittel Methotrexat 5 in Lösung[19] dadurch
bestimmt, dass 2531 Abstands-, 361 Diederwinkel- und 48
Wasserstoffbrückenbereiche durch die Analyse mehrdimen-
sionaler NMR-Spektren erhalten wurden. Moleküldynamik-
Rechnungen ergaben eine wohldefinierte Gruppe von Struk-
turen, die vollständig konsistent mit den ermittelten Werte-
bereichen war (Abbildung 9 a).

Abbildung 9. a) Überlagerung der Reste 1 ± 162 im Rückgrat der 21
energieminimierten Strukturen des L.-casei-DHFR-Methotrexat-Komple-
xes.[19] b) MOLSCRIPT-Darstellung[172] der repräsentativen Struktur dieses
Komplexes, die die Elemente der Sekundärstruktur zeigt. Die repräsenta-
tive Struktur ist die am nächsten an der Durchschnittsstruktur liegende.
(Wiedergabe mit Genehmigung von Gargaro et al.[19])

Die Struktur weist vier a-Helices auf sowie acht b-Stränge
mit zwei anderen Regionen, bestehend aus den Aminosäuren
11 ± 14 und 126 ± 127, die auûerdem miteinander wechselwir-
ken wie in b-Faltblattstrukturen (Abbildung 9 b). Die gesamte
Faltung des binären Komplexes in Lösung ist derjenigen sehr
ähnlich, die man durch Röntgenstrukturanalyse des ternären
Komplexes von L.-casei-DHFR mit Methotrexat 5 und
NADPH[14] findet (Abbildung 10).
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Abbildung 10. Vergleich der Methotrexat-Bindungsstelle in der NMR-
spektroskopisch in Lösung bestimmten L.-casei-DHFR-Methotrexat-
Struktur (dunkel hervorgehoben) mit der in der Kristallstruktur (hell
hervorgehoben) des ternären DHFR-Methotrexat-NADPH-Komplexes
(nach Kristalldaten von Bolin et al.[14]). (Wiedergabe mit Genehmigung
von Gargaro et al.[19])

Um hochwertige Strukturbilder der Ligandenbindungsstel-
le zu erhalten, ist es notwendig, möglichst viele der Protein-
Liganden-Abstandsbereiche zu kennen (siehe Abbildung 8).
Wir fanden bei früheren Simulationsuntersuchungen,[115] bei
denen ähnliche Abstandsbereiche verwendet wurden wie
solche aus NMR-Untersuchungen (klassifiziert als stark,
mittel und schwach), die allerdings aus der Kristallstruktur
von Folat, gebunden an humane DHFR, stammten, dass für
Moleküle dieses Typs zumindest 50 Liganden-Protein-Ab-
standsbereiche erforderlich sind, um zu akzeptablen Struktur-
modellen zu gelangen. Im Fall der für Methotrexat 5
bestimmten Bindungsstelle ist der Pteridinring-Anteil sehr
gut definiert (siehe Abbildung 10), jedoch musste der Struk-
turteil um die Glutamatgruppe verbessert werden, indem
Einschränkungen (Restraints) hinzugenommen wurden, die
die früher bestimmten[116, 117] spezifischen Wechselwirkungen
zwischen der a-Carboxylatgruppe des Glutamats mit Arg 57
und des g-Carboxylats mit His 28 widerspiegeln (siehe Ab-
schnitt 5). Die NADPH-Bindungsstellen scheinen in dem
binären Komplex bereits im Wesentlichen vorgebildet zu sein,
und dies mag zu der festeren Bindung des Coenzyms in
Gegenwart des Methotrexats beitragen, da keine gröûere
Konformationsänderung mehr notwendig ist, wenn NADPH
an den binären Komplex bindet.

Die Strukturen anderer Komplexe von L.-casei-DHFR ±
z. B. mit Trimetrexat 6 ± sind ebenfalls bestimmt worden, und
man kann nun beginnen, ¾hnlichkeiten und Unterschiede der
Art und Weise, wie verschiedene Liganden binden, zu
vergleichen.[20] Abbildung 11 zeigt eine Überlagerung von
Methotrexat 5 und Trimetrexat 6 in ihren Bindungsstellen in
DHFR. Wie man sieht, binden die 2,4-Diaminopyrimidin-
haltigen Reste der beiden Wirkstoffe in der gleichen Bin-
dungstasche. Die übrigen Teile der beiden Moleküle passen
ihre Konformationen so an, dass sie effektive van-der-Waals-

Abbildung 11. Vergleich der Bindungsstellen von Trimetrexat 6 (dunkel)
und Methotrexat 5 (hell) in den Strukturen ihrer L.-casei-Dihydrofolat-
Reduktase-Komplexe. Die Überlagerung der Strukturen wurde über die
Rückgratatome (N, Ca und C) aller 162 Reste in den beiden Strukturen
vorgenommen. Methylgruppen sind als Kugeln dargestellt. (Wiedergabe
mit Genehmigung von Polshakov et al.[20])

Wechselwirkungen mit (im Groûen und Ganzen) den glei-
chen hydrophoben Aminosäuren eingehen können und sich
deren Seitenkettenorientierung und lokale Konformationen
in beiden Komplexen nicht wesentlich unterscheiden.

Auûer den konventionellen Strukturbestimmungen mit
Hilfe der Moleküldynamik-Rechnungen haben wir verschie-
dene Methoden des Andockens der Liganden in die Struktur
eines Referenzproteins eingesetzt.[17, 18] Die Atomkoordina-
ten, die für das Referenzprotein verwendet werden, wurden
gewöhnlich von einer Kristallstruktur eines verwandten
Komplexes desselben Proteins erhalten. Wir haben kürzlich
eine NMR-spektroskopisch bestimmte Struktur eines ver-
wandten Proteins bei einer Andock-Prozedur verwendet: Bei
diesem Ansatz werden statt der Atomkoordinaten des Pro-
teins die NMR-Parameter der Referenzstruktur einge-
setzt.[118] Die Methode nutzt einen Satz experimentell be-
stimmter Parameter für die Protein-Liganden-, Liganden-
Liganden- sowie Protein-Protein-Wechselwirkungen für Res-
te in oder in der Nähe der Bindungsstelle zusammen mit einer
Reihe von Protein-Protein-Restraints, bei denen alle anderen
Gruppen, die von der bereits verwendeten Liste von Res-
traints stammen, zur Erzeugung der Referenzstruktur eines
verwandten Komplexes herangezogen werden. Diejenigen
Reste der Bindungsstelle, die bei einem Ersatz des Referenz-
liganden durch den neuen Liganden beeinflusst wurden,
werden durch Beobachtung der Unterschiede der chemischen
1H-Verschiebungen bestimmt. Die Anwendbarkeit dieser
Methode wurde dadurch bestätigt, dass eine hervorragende
Übereinstimmung gefunden wurde zwischen der Struktur des
L.-casei-DHFR-Trimetrexat-Komplexes, die mit der konven-
tionellen Methode aus einem vollständig experimentell er-
mittelten Satz von Restraints ermittelt wurde, und derjenigen,
die mit dieser neuen Restraint/Andock-Methode auf der
Grundlage einer L.-casei-DHFR-Methotrexat-Referenz-
struktur bestimmt wurde.[118]
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5. Bestimmung spezifischer Wechselwirkungen

Bei Protein-Liganden-Komplexen gibt es oftmals spezifi-
sche Wechselwirkungen zwischen geladenen Gruppen der
interagierenden Moleküle, und die NMR-Spektroskopie
erwies sich als exzellente Methode zur Bestimmung der
Ionisierungszustände solcher Gruppen und für die Beobach-
tung von ¾nderungen bei der Komplexbildung. Eine ¾n-
derung der Ladung einer Gruppe kann eine groûe Verände-
rung der chemischen Verschiebung benachbarter Kerne zur
Folge haben; dies ist besonders einfach für 13C, 15N und 31P
nachzuweisen. So können z. B. die Ionisierungszustände von
Phosphatgruppen bequem über die Messung ihrer chemi-
schen 31P-Verschiebungen gemessen werden. Für die Coen-
zymkomplexe von DHFR konnte gezeigt werden, dass die 2'-
Phosphatgruppen von NADP� und NADPH in ihrer dianio-
nischen Form binden (sowohl bei L.-casei-DHFR als auch bei
E.-coli-DHFR), wobei der pK-Wert des 2'-Phosphats um
mindestens drei Einheiten niedriger lag als der der freien
Spezies.[108] Der Unterschied Dd der chemischen 31P-Verschie-
bung zwischen der mono- und der dianionischen Spezies
beträgt ungefähr 3.5, was es leicht macht, die gebundene Form
als dianionisch zu erkennen.

Häufiger untersucht man Proben, die für derartige Unter-
suchungen spezifisch mit Isotopen markiert wurden. So haben
Blakley und Mitarbeiter[49] Messungen der chemischen Ver-
schiebung von 15N genutzt, um zu zeigen, dass das N3-Atom
von [2-Amino,3-15N]Folat, gebunden an humane DHFR,
sogar bei pH 9.5 in der nicht ionischen, protonierten Form
vorliegt. Bei früheren Experimenten an Komplexen von [2-
13C]Folat mit Streptococcus-faecium-DHFR wiesen die beob-
achteten chemischen 13C-Verschiebungen darauf hin, dass
sich das gebundene Folat im gleichen Protonierungszustand
befindet wie das freie Folat.[119]

5.1 Protein-Wechselwirkungen über den Pyrimidinring
des Inhibitors

Eine nähere Betrachtung der Kristallstruktur des DHFR-
Methotrexat-Komplexes[14] legte nahe, dass eine protonierte
N1-Position des Pteridinrings sich in ausreichender Nähe zur
Carboxylatgruppe des konservierten Asp27 befinden sollte,
um eine Wasserstoffbrücke zu bilden. Cocco und Mitarbei-
ter[119] verwendeten die NMR-Spektroskopie, um diese Wech-
selwirkung zu charakterisieren. Sie untersuchten das 13C-
NMR-Spektrum von an S.-faecium-DHFR gebundenem [2-
13C]Methotrexat, und durch Messungen der charakteristi-
schen 13C-Verschiebungen des C2-Kohlenstoffatoms zeigten
sie, dass das benachbarte N1 im Komplex protoniert ist und es
sogar bei einem pH-Wert von 10 bleibt. Auf diese Weise
konnte durch Kombination der NMR-Ergebnisse (um den
Protonierungszustand von N1 festzustellen) und einer Rönt-
genstrukturanalyse (zur Erkennung des wechselwirkenden
Restes, Asp 27) insgesamt ein vollständigeres Bild dieser
bestimmten Wechselwirkung erhalten werden. ¾hnliche Ex-
perimente sind mit L.-casei- und E.-coli-DHFRs sowie mit
zwei mutierten E.-coli-Enzymen, in denen Asp27 jeweils

durch Asparagin bzw. Serin ersetzt war, durchgeführt wor-
den.[120] Während der pK-Wert von Methotrexat 5 im Kom-
plex mit dem Wildtyp-Enzym gröûer als 10 ist, beträgt der pK-
Wert in Komplexen der Enzymmutanten weniger als 4.
Cannon und Mitarbeiter[121] machten Vorhersagen für den
pK-Wert der N1-Position im DHFR-Methotrexat-Komplex,
und ihre quantenchemischen Berechnungen legen im Wider-
spruch zu den experimentellen Befunden nahe, dass N1
unprotoniert bleibt und eine Wasserstoffbrücke zu einer nicht
ionisierten Carboxygruppe am konservierten Asp bildet.
Obwohl die experimentellen Hinweise für eine Protonierung
an N1 zu sprechen scheinen, steht das definitive Experiment ±
eine Untersuchung des DHFR-Komplexes mit [1-15N]Metho-
trexat ± bislang noch aus: Ein protoniertes Stickstoffatom N1
würde zu einem 15N- und/oder 1H-NMR-Signal mit einer 90-
Hz-Dublettaufspaltung infolge der 1H-15N-Spinkopplung füh-
ren.

Messungen der chemischen 13C-Verschiebung an [2-
13C]Trimethoprim im Komplex mit L.-casei-DHFR deckten
auf, dass N1 des Pyrimidins in gebundenem Trimethoprim
protoniert vorliegt.[92, 122] Abbildung 12 lässt erkennen, dass

Abbildung 12. NMR-Titrationskurve (chemische 13C-Verschiebung in Ab-
hängigkeit vom pH-Wert) von [2-13C]Trimethoprim; (*) freier Ligand; (~)
im Komplex mit L.-casei-DHFR. Die durchgezogene Linie wurde für pK�
7.70 und Dd� 7.09 berechnet. Der Messwert bei pH 9.5 (&) wurde für freies
Trimethoprim ohne anwesendes Enzym erhalten. (Wiedergabe mit Ge-
nehmigung von Roberts et al.[122])

die chemische 13C-Verschiebung der gebundenen Spezies
derjenigen der freien, an N1 protonierten Spezies gleicht,
und der pK-Wert von gebundenem Trimethoprim wird um
mindestens 3 pK-Einheiten erniedrigt.

Die Protonierung von N1 wurde sogar noch unmittelbarer
in 1H-NMR-Experimenten an einem Komplex des Enzyms
mit [1,3,2-Amino-15N]Trimethoprim demonstriert, bei dem es
möglich war, das 1H-NMR-Signal des direkt gebundenen N1-
Protons zu messen (das Signal wurde bei d� 14.4 beobachtet
und weist eine für 1H-15N-Kopplungen charakteristische
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Dublettaufspaltung von 90 Hz auf).[92] Auch die 15N-NMR-
Spektren lieûen deutlich erkennen, dass N1 protoniert ist (die
chemische 15N-Verschiebung verändert sich bei Protonierung
um Dd� 80).

Wasserstoffbrücken-Wechselwirkungen unter Beteiligung
der 2-NH2- und 4-NH2-Protonen von Trimethoprim 4 wurden
auûerdem durch Messung der 1H/15N-Verschiebungen an
DHFR-Komplexen mit 15N-markiertem Trimethoprim nach-
gewiesen. Dale und Mitarbeiter[123] folgten diesem Ansatz bei
ihren Untersuchungen einer Trimethoprim-resistenten
DHFR-Mutante (Phe 98!Tyr) aus Staphylococcus aureus,
um zu zeigen, dass die 4-NH2-Gruppe von Trimethoprim im
Komplex mit der Enzymmutante und NADPH keine Was-
serstoffbrücke zum Carbonylsauerstoffatom von Leu 5 mehr
bildet.

5.2 Protein-Wechselwirkungen unter Beteiligung des
Glutaminsäurerestes von Folat-Analoga

Bei Kristallstrukturuntersuchungen des ternären Komple-
xes von L.-casei-DHFR mit Methotrexat 5 und NADPH
fanden Matthews und Mitarbeiter,[13, 14] dass die a-Carboxy-
latgruppe des Glutaminsäurerestes von Methotrexat so ange-
ordnet ist, dass sie ein Ionenpaar mit der Guanidinogruppe
des konservierten Arg 57 bilden konnte, während die g-
Carboxylatgruppe so positioniert war, dass eine Wechselwir-
kung mit dem Imidazolring in His 28 erfolgen konnte
(Abbildung 13). Wir zeigten, dass NMR-Methoden angewen-
det werden können, um die Anwesenheit solcher Wechsel-
wirkungen in Komplexen mit carboxygruppenhaltigen Ligan-
den nachzuweisen.

Abbildung 13. Ausschnitt aus der Struktur des L.-casei-DHFR-MTX-
NADPH-Komplexes im Kristall (aus den Daten von Bolin et al.[14]), der die
Aminosäuren in der Umgebung der Methotrexat-Bindungsstelle zeigt. Die
Schweratome von Methotrexat 5 sind als schwarze Kugeln gezeichnet und
die ausgewählter Seitenketten als weiûe Kugeln. (Wiedergabe mit Geneh-
migung von Hammond et al.[159])

5.2.1. Wechselwirkung von Arg57 mit Carboxylatgruppen
von Liganden

Neuere Untersuchungen der 1H/15N-Signale von Arginin-
resten erwiesen sich als besonders nützlich zur Beobachtung
von Protein-Liganden-Wechselwirkungen.[124±126a] So kann
z. B. in den 1H/15N-HSQC-Spektren des Komplexes von L.-
casei-DHFR mit Methotrexat die Wechselwirkung der a-
Carboxylatgruppe mit der Guanidinogruppe von Arg 57
direkt durch derartige Messungen nachgewiesen werden. In
diesem Fall verursacht die Wechselwirkung groûe Verände-
rungen der chemischen Verschiebungen der beiden NHh-
Protonen, und die gehinderte Rotation um die Ne-Cz- bzw. Cz-
Nh-Bindungen der Guanidinogruppe (Abbildung 14 a) resul-

Abbildung 14. a) Symmetrische End-on-Wechselwirkung des a-Carboxy-
lat-Sauerstoffatoms von Methotrexat mit der Guanidinogruppe von Arg 57.
b) Korrelierte Rotationen um die Ne-Cz-Bindung der Arg57-Guanidino-
gruppe und die C'-Ca-Bindung der Glutamat-a-Carboxylatgruppe von
Methotrexat 5 (MTX) im Komplex mit L.-casei-DHFR. (Wiedergabe mit
Genehmigung von Nieto et al.[125])

tiert dann in vier getrennten Signalen, die in den HSQC-
Spektren für die NHh-Kerne beobachtet werden (siehe
Abbildung 15). Alle vier Signale konnten spezifisch den
jeweiligen NHh-Protonen in Arg 57 zugeordnet werden. Die
für zwei dieser Signale beobachteten groûen Tieffeldver-
schiebungen wiesen darauf hin, dass zwei der NHh-Protonen
(NHh12 und NHh22) Wasserstoffbrücken zu geladenen Sauer-
stoffatomen der a-Carboxylatgruppe des Glutamatrestes von
Methotrexat bilden. Da lediglich die beiden zentral gelegenen
NHh-Protonen an Wasserstoffbrücken beteiligt sind, muss die
Guanidinogruppe einen Teil einer symmetrischen End-on-
Wechselwirkung bilden, wie in Abbildung 14 a gezeigt.[124]

Derartige Effekte von Arg 57 gibt es nicht bei Komplexen
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Abbildung 15. 1H-15N-HSQC-Spektrum der Arg57-NHh-Protonen (274 K)
des DHFR-Methotrexat-Komplexes (a) und des DHFR-Methotrexat-
NADPH-Komplexes (b). Die chemischen Verschiebungen sprechen für
eine symmetrische End-on-Wechselwirkung des a-Carboxylat-Sauerstoff-
atoms von Methotrexat mit der Guanidinogruppe von Arg 57, wie durch die
in Abbildung 14 a gezeigte Struktur angedeutet. (Wiedergabe mit Geneh-
migung von Gargaro et al.[124] sowie Nieto et al.[125])

mit Liganden wie Trimethoprim 4, die keine Carboxylatgrup-
pen enthalten.

Das 1H/15N-HSQC-Spektrum in Abbildung 15, das vier gut
aufgelöste NHh-Signale von Arg 57 für den DHFR-Metho-
trexat-Komplex zeigt, wurde bei 274 K aufgenommen: Eine
Erhöhung der Temperatur verursachte eine Linienverbreite-
rung und eine Koaleszenz der Signale aufgrund von Aus-
tauscheffekten.[125] Die Geschwindigkeiten für die Rotation
um die Ne-Cz- und Cz-Nh-Bindungen wurden aus der Linien-
formanalyse berechnet sowie ± für die Ne-Cz-Bindung ± auf
der Grundlage von 2D-zz-HSQC-Austauschexperimen-
ten,[126b,c] die unter Verwendung einer von Yamazaki et al.[126a]

beschriebenen Pulssequenz ausgeführt wurden. Diese Expe-
rimente ermöglichen die Beobachtung des heteronuclearen
zz-Magnetisierungstransfers zwischen verschiedenen 15N-
markierten Stellen des Moleküls. Wechselwirkungen zwi-
schen der Methotrexat-a-Carboxylatgruppe und der Arg57-
Guanidinogruppe vermindern die Geschwindigkeit der Rota-
tion um die Ne-Cz-Bindung etwa um den Faktor 3 und um die

Cz-Nh-Bindungen um einen Faktor von mehr als 300 bezogen
auf Werte für freies Arginin.[126a±128]

Überraschenderweise sind die relativen Rotationsge-
schwindigkeiten für diese beiden Bindungen im Vergleich zu
den Werten für freies Arginin in den Proteinkomplexen
vertauscht (siehe Abbildung 16). Dies kann leicht erklärt

Abbildung 16. Geschwindigkeit der Rotation um die Ne-Cz- und Cz-Nh-
Bindungen bei 313 K in a) freien Argininresten und b) in Arg 57 im
DHFR-Methotrexat-Komplex.

werden, wenn korrelierte Rotationen um die Ne-Cz-Bindung
der Arg57-Guanidinogruppe und die C'-Ca-Bindung der
Glutamat-a-Carboxylatgruppe von Methotrexat vorliegen
(siehe Abbildung 14 b). Solche korrelierten Rotationen wür-
den eine Rotation um die Ne-Cz-Bindung zulassen, ohne dass
die Wechselwirkungen der NHh-Protonen mit den Carboxy-
latsauerstoffatomen unterbrochen werden müssten. Letztere
würden dann bevorzugt die Rotationen um die Cz-Nh-
Bindungen verlangsamen.[125]

Im 1H/15N-HSQC-Spektrum des ternären Komplexes mit
Methotrexat 5 und NADPH (Abbildung 15 b) zeigt das NHe-
Proton von Arg 43 im Vergleich zu dem im binären Komplex
mit 5 eine groûe Tieffeldverschiebung und auûerdem eine
Verzögerung seines Protonenaustauschs mit Wasser.[124] Auf-
gelöste Einzelsignale für die vier NHh-Protonen von Arg 43
wurden nicht beobachtet. Dies ist ein deutlicher Unterschied
zum Fall von Arg 57 und ist in Einklang mit der Anwesenheit
einer Side-on-Wechselwirkung des Guanidinium-NHe-Pro-
tons mit den geladenen Sauerstoffatomen der Ribose-2'-
Phosphatgruppen von NADPH. Bereits früher wurde anhand
von 31P-NMR-Untersuchungen festgestellt, dass die 2'-Phos-
phatgruppe sowohl in Lösung als auch im Festkörper in ihrer
dianionischen Form an DHFR bindet.[129]

5.2.2. Wechselwirkung von His28 mit Carboxylatgruppen

Bei unseren früheren NMR-Untersuchungen der 1H-NMR-
Verschiebungen des C2-Protons des Histidin-Imidazolrings in
Komplexen der L.-casei-DHFR mit Methotrexat 5 (und
zahlreichen anderen glutaminsäurehaltigen Liganden) fanden
wir, dass der pK-Wert von His 28 ca. 1 pK-Einheit höher war
als im ligandenfreien Enzym (Abbildung 17).[130, 131] Dies
spiegelt die Wechselwirkung von His 28 mit der MTX-g-
Carboxylatgruppe (Abbildung 13) wider und stellt eine aus-
gezeichnete Methode zur Verfügung, um Wechselwirkungen
mit His 28 zu verfolgen.[132] Wir nutzten diese Effekte, um
Komplexe von L.-casei-DHFR mit den a- und g-Amid-
Analoga von Methotrexat, 8 bzw. 9, zu untersuchen. Diese
binden um zwei Gröûenordnungen (a-Amid) bzw. eine (g-
Amid) Gröûenordnung schwächer an L.-casei-DHFR als
Methotrexat selbst. Im Falle des MTX-Komplexes mit dem
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Abbildung 17. pH-Abhängigkeit der chemischen Verschiebung (1H, be-
zogen auf Natrium-2,2-dimethyl-2-silapentan-5-sulfonat) der C2-Protonen
von His 28 in zahlreichen Dihydrofolat-Reduktase-Komplexen. (*) Me-
thotrexat 5 ; (!) Methotrexat-g-amid 8 ; (~) Methotrexat-a-amid 9 ; (± ±±)
freies Enzym.[116] (Wiedergabe mit Genehmigung von Feeney.[23])

g-Amid und DHFR deuten die chemischen 1H-Verschiebun-
gen des His 28-C2-Protons darauf hin, dass sein pK-Wert nicht
gegenüber dem des freien Enzyms verändert ist, was zeigt,
dass keine Ionenpaar-Wechselwirkung besteht (siehe Abbil-
dung 17).[116]

Das 1H-NMR-Spektrum des a-Amid-Komplexes mit MTX
5 und DHFR zeigte ebenfalls keine Veränderung des pK-
Wertes von His 28, obwohl hier die g-Carboxylatgruppe für
Wechselwirkungen verfügbar ist. Dies bedeutet, dass Modi-
fikationen der a-Carboxylatgruppe nicht nur die Arg57-
Wechselwirkungen unterbinden, sondern auch die Gesamt-
struktur so stören, dass verfügbare g-Carboxylatgruppen kein
Ionenpaar mit His 28 bilden können. Veränderungen in der
Abschirmung zahlreicher Protonen in der Nachbarschaft des
Benzoylrings gehen ebenfalls mit dem Fehlen der a-CO2

ÿ-
Wechselwirkung mit Arg 57 einher. Diese Unterschiede der
chemischen Verschiebungen sind in Einklang mit einer Um-
orientierung des Benzoylringes, was zu ¾nderungen der
Ringstrom-Abschirmungseffekte auf benachbarte Protonen
führt.[116, 133]

6. Rationales Design von Inhibitoren

Die detaillierten Strukturinformationen, die für Komplexe
der Dihydrofolat-Reduktase verfügbar sind,[13±20] wurden
zusammen mit Molecular Modeling genutzt, um verbesserte
Inhibitoren zu entwerfen.[12, 45, 133±144] NMR-Methoden erwie-
sen sich dabei als Alternative zur Röntgenkristallographie,[140]

um spezifische Wechselwirkungen zwischen einem neuen
Inhibitor und dem Protein zu beobachten und zu prüfen, ob
die vorausgesagten Wechselwirkungen bestehen oder
nicht.[25, 116, 117, 143]

Wir haben verbesserte DHFR-Inhibitoren entwickelt, in-
dem wir Analoga von Trimethoprim 4 (oder Analoga von
Brodimoprim 10, in dem die 4'-OCH3-Gruppe durch einen
Bromsubstituenten ersetzt ist) herstellten, die solche Seiten-
ketten an ihren O3'-Positionen enthalten; diese zielen darauf
ab, zusätzliche Wechselwirkungen mit bestimmten Protein-
fragmenten einzugehen,
die normalerweise an der
Substratbindung beteiligt
sind, nicht aber an der
Bindung von 4. Wenn
man beispielsweise den
2,4-Diaminopyrimidin-
ring eines Brodimoprim-
Analogons in seiner Bin-
dungstasche in der DHFR
modelliert, erkennt man, dass Brodimoprim 10 ± anders als
Folat 1 oder Methotrexat 5 ± keine direkte Wechselwirkung
mit Arg 57 und His 28 eingehen kann (Abbildung 18).[117]

Abbildung 18. a) Detail der kristallographisch ermittelten Struktur des
Komplexes von L.-casei-DHFR mit Methotrexat 5 und NADPH (Bolin
et al.[14]). Die Nähe der a- und g-Carboxygruppen von Methotrexat zu
Arg 57 und His 28 wird deutlich. b) Brodimoprim 10 weist in seiner
gebundenen Form keinen Kontakt mit diesen Aminosäuren auf. c) Ein
Modell der Bindungsweise des Dicarboxy-Derivats 7 von 10[117] unter
Verwendung von Kristallstrukturdaten von Matthews et al.[13, 14] (Wieder-
gabe mit Genehmigung von Feeney.[25])

In Zusammenarbeit mit Kollegen von Hoffmann-LaRoche
synthetisierten wir zahlreiche Analoga von Brodimoprim
10.[117] Diese rational entworfenen Analoga haben eine zu-
sätzliche Seitenkette mit einer oder zwei Carboxylatgruppen,
die mit Arg 57 und/oder His 28 des Proteins wechselwirken
sollen. Die gemessenen Inhibierungskonstanten der verschie-
denen Analoga (Tabelle 1) liefern Schätzwerte für ihre ver-
besserte Bindungsfähigkeit. Die chemischen 1H-Verschiebun-
gen der C2-Protonen des His28-Imidazolrings wurden zur
Überwachung der pK-Werte der His28-Gruppierungen he-
rangezogen, die 1H/15N-Verschiebungen der Arg57-Guanidi-
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nogruppen wurden verwendet, um Wechselwirkungen mit
Ligandencarboxylatgruppen in den unterschiedlichen DHFR-
Komplexen zu verfolgen.[143] Diese Experimente ermöglich-
ten es uns, einzuschätzen, ob die Seitenketten der Liganden in
der geplanten Weise binden. So wurde das Carboxybutyl-
Derivat 11 so geplant, dass es mit dem Arg57-Rest inter-
agieren konnte. Die beobachteten Abweichungen der chemi-
schen 1H/15N-Verschiebungen der Kerne der Arg57-Guanidi-
nogruppe entsprachen denen, die man für eine symmetrische
End-on-Wechselwirkung der Carboxylatgruppe erwartet.
Dies führt zu vier getrennten NHh-Signalen im HSQC-
Spektrum, von denen zwei (eines von jeder NH2-Gruppe)
infolge einer Wasserstoffbrücke deutliche Tieffeldverschie-
bungen aufweisen.[143] Wie für dieses Derivat zu erwarten war,
fand sich keine Abweichung beim pK-Wert von His 28.

Ein weiterer Ligand, das Dicarboxy-Derivat 7, wurde
entworfen, um sowohl mit His 28 als auch mit Arg 57
wechselwirken zu können. Sein Komplex mit DHFR zeigte
einen um etwa 1 erhöhten pK-Wert von His 28 (siehe Ta-
belle 1), was darauf hindeutet, dass eine Carboxylat-His28-
Wechselwirkung erreicht wurde (siehe Abbildung 18). Die
Wechselwirkung einer Carboxlatgruppe mit der Arg57-Gua-
nidinogruppe wurde auûerdem durch vier NHh-Signale im 1H/
15N-HSQC-Spektrum bestätigt, die eine symmetrische End-
on-Wechselwirkung mit den Carboxylatsauerstoffatomen und
eine Hinderung der Rotation innerhalb der Guanidinogrup-
pen anzeigen (siehe Abbildung 15). Das Dicarboxy-Derivat 7
bindet um drei Gröûenordnungen fester an DHFR als die
Stammverbindung 10, wobei seine Bindungsspezifität in
Bezug auf humane DHFR erhalten bleibt.

Einige der anderen Brodimoprim-Analoga binden dagegen
nicht in der erwarteten Weise. So veränderte z. B. das
Carboxyhexyl-Derivat 12 (siehe Tabelle 1), das entworfen
wurde, um die Carboxylat-His-28-Wechselwirkung zu errei-
chen, den pK-Wert von His 28 nicht, wenngleich es ziemlich
fest an das Enzym bindet. Obwohl 12 also His 28 erreichen

könnte, bindet es bevorzugt an einer anderen Position. Die
Beobachtung der NMR-Signale von His 28 und Arg 57 stellt
eine bequeme und direkte Methode dar, um abzuschätzen, ob
eine beabsichtigte Wechselwirkung in derartigen Komplexen
stattfindet oder nicht.[117, 143]

7. Dynamische Prozesse in Protein-Liganden-
Komplexen

Eine Analyse der Relaxation der 15N- und 13C-Kerne kann
Informationen über rasche Segmentbewegungen in den
Enzym-Liganden-Komplexen liefern (Geschwindigkeiten
von 199 bis 1012 sÿ1), während mit Linienformanalysen und
Magnetisierungstransfer-Experimenten viel langsamere intra-
molekulare Bewegungen (Geschwindigkeiten von 100 bis
104 sÿ1) charakterisiert werden können, wie sie etwa bei der
Rotation um Einfachbindungen in Argininresten, beim Um-
klappen von Arenringen (ring flipping) und beim Aufbrechen
oder der Neubildung von Wasserstoffbrücken beobachtet
werden.

7.1 Schnelle Bewegungen

Epstein und Mitarbeiter[145] setzten 15N-Relaxationsmes-
sungen am Komplex von E.-coli-DHFR mit Folat 1 ein, um
die Beweglichkeit des Hauptstrangs und der Tryptophan-
Seitenketten zu bestimmen. Sie fanden Bewegungen der
Hauptkette mit hoher Amplitude im Pico- und Nanosekun-
denbereich in Bereichen des Proteins, die mit der Stabilisie-
rung von Übergangszuständen in Verbindung gebracht wur-
den. Sie schlossen daher, dass diese zeitabhängigen Struktur-
variationen mit den katalytischen Eigenschaften des Enzyms
zusammenhängen könnten.[145] Über Relaxationszeitmessun-
gen an Komplexen des L.-casei-Enzyms wurde ebenfalls
berichtet.[20, 93] Auf der Grundlage einer Analyse der 13C-
Relaxationszeiten des C7-Kohlenstoffatoms in [7,4'-OCH3-
13C2]Trimethoprim ± gebunden an L.-casei-DHFR ± wurde die
Gesamtkorrelationszeit (tumbling time) des Moleküls mit
15.4 ns bei 295 K berechnet. Das 4'-OCH3-Kohlenstoffatom
hat eine sechsfach geringere Relaxationsgeschwindigkeit.
Dies kann als zusätzliche rasche Bewegungen interpretiert
werden, die die Relaxation des 4'-OCH3-Kohlenstoffatoms
beeinflussen, und legt nahe, dass eine schnelle Librations-
bewegung des Benzylrings (>1010 sÿ1) über einen Winkelbe-
reich von �30 8 vorliegt.[93]

7.2 Langsame intramolekulare Prozesse

Beispiele für Rotationen um Einfachbindungen und damit
korrelierte Rotationen haben wir für den Fall der mit
Carboxylatgruppen in Liganden wechselwirkenden Arginin-
Guanidinogruppen bereits diskutiert. Korrelierte Rotationen
wurden ebenfalls beim Umklappen der para-substituierten
aromatischen Ringe von Liganden erkannt. In Komplexen
von L.-casei-DHFR mit Liganden, die symmetrisch substi-
tuierte aromatische Ringe enthalten, zeigen diese gewöhnlich

Tabelle 1. Inhibierungskonstanten (Ki) und pK-Werte von His 28 für
Komplexe von L.-casei-DHFR mit Brodimoprim und einigen seiner
Analoga.

Ligand Ki [nm] pK(His 28)

10 11.3 6.80
11 0.2 6.83
12 0.6 6.80
7 < 0.01 7.80
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ein Umklappen. NMR-Spektroskopie ist die ideale Technik,
um die Geschwindigkeiten solcher Prozesse zu bestimmen. In
einigen Komplexen, z. B. denen mit Folat 1, ist die Umklapp-
geschwindigkeit hoch genug, um zu gewährleisten, dass nur
ein einziges Signal für die 2',6'-Protonen (sowie ein weiteres
für die 3',5'-Protonen) des Benzoylrings beobachtet werden
kann. Bei anderen Komplexen, etwa beim DHFR-Methotre-
xat-Komplex, wurden keine 1H-NMR-Signale detektiert,
wahrscheinlich aufgrund der Linienverbreiterung durch den
Positionswechsel bei der Untersuchungstemperatur. Dennoch
war es durch Untersuchung der 19F-NMR-Spektren des
Komplexes von 3',5'-Difluormethotrexat mit DHFR bei
verschiedenen Temperaturen möglich, das Ringumklappen
detailliert zu untersuchen (Abbildung 19).[107]

Abbildung 19. a) 188.2-MHz-19F-Spektren von 3',5'-Difluormethotrexat
im Komplex mit L.-casei-DHFR bei verschiedenen Temperaturen. b) Die
entsprechenden berechneten Spektren und Austauschgeschwindigkeiten.
(Wiedergabe mit Genehmigung von Clore et al.[107])

Bei 274 K wurden für die 3',5'-Fluorkerne zwei getrennte
Signale beobachtet; bei Temperaturerhöhung kommt es zur
Signalverbreiterung und schlieûlich zur Koaleszenz (bei ca.
298 K). Eine Linienformanalyse dieses klassischen Wechsels
zwischen zwei Zuständen ergab eine Umklappgeschwindig-
keit von 7� 103 sÿ1 bei 298 K für den binären Komplex und
von 2� 104 sÿ1 bei 298 K für den ternären Komplex, der
zusätzlich NADPH enthält. In beiden Komplexen erfordern
die Umklappbewegungen korrelierte Rotationen um die
Bindungen an den 1'- und 4'-Positionen des Rings. Verma
und Mitarbeiter[147] haben den möglichen Reaktionsweg für
den Umklappprozess in diesem Komplex berechnet.

Die Umklappgeschwindigkeiten für Arenringe in Liganden
wurden auch für Komplexe von L.-casei-DHFR mit Trime-
thoprim 4,[93, 94] Pyrimethamin-Analoga[102] und mit Trimetre-

xat 6[20] bestimmt. Linienformanalysen von 13C-NMR-Spek-
tren (und erst vor Kurzem von 1H/13C-HMQC-Spektren) von
[3'-OCH3-13C]Trimethoprim wurden verwendet, um die ent-
sprechenden Geschwindigkeiten des Umklappens des Ben-
zylrings in DHFR-Komplexen mit Trimethoprim-Analoga zu
charakterisieren.[93, 94] Beim binären DHFR-TMP-Komplex
beträgt die Umklappgeschwindigkeit 793 sÿ1 bei 298 K, und
aus einer Betrachtung der Bindungskonformation von 4
ergibt sich, dass eine Rotation um die C7-C1'-Bindung (t2 in
Abbildung 20) nicht ohne eine ¾nderung des C5-C7-Tor-

Abbildung 20. Dynamische Prozesse im Komplex von Trimethoprim mit
L.-casei-DHFR bei 298 K. Die Lebensdauer des Komplexes bei dieser
Temperatur beträgt 0.5 s. Die Umklappgeschwindigkeit wurde aus einer
Linienformanalyse ermittelt[148] und korrigiert den in Lit. [93] angegebenen
Wert.

sionswinkels erfolgen kann (um die sterischen Wechselwir-
kungen zwischen dem Benzyl- und dem Pyrimidinring auszu-
schlieûen). Dies wiederum erfordert eine Fluktuation in der
Proteinstruktur, so dass der Torsionswinkel um die C5-C7-
Bindung (t1 in Abbildung 20) in gebundenem 4 sich um
mindestens 358 verändern kann, um diese sterische Hin-
derung abzubauen und so ein Umklappen um t2 zu erlau-
ben.[93]

Analysen der Linienbreiten von NH-Protonensignalen, die
in Abhängigkeit von der Temperatur aufgenommen wurden,
liefern Geschwindigkeiten für den Protonenaustausch mit
dem Lösungsmittel. In Fällen, bei denen das Aufbrechen
einer Wasserstoffbrücke ein notwendiger Schritt ist, bevor ein
Protonenaustausch mit dem Lösungsmittel überhaupt statt-
finden kann, können diese mit den Geschwindigkeiten für den
Bruch und die Neubildung von Wasserstoffbrücken in Bezie-
hung gesetzt werden.[92] Für den DHFR-Trimethoprim-Kom-
plex wurde die Geschwindigkeit für das Aufbrechen der
Wasserstoffbrücke zwischen dem Trimethoprimpyrimidin-
N1-Proton und dem Carboxylatsauerstoffatom von Asp26
zu 34 sÿ1 bei 298 K abgeschätzt. Bei dieser Temperatur ist die
Dissoziationsgeschwindigkeit des Komplexes (2 sÿ1) viel ge-
ringer als die Ring-Umklappfrequenz (793 sÿ1) und auch als
die Geschwindigkeit des Aufbrechens von Wasserstoff-
brücken (34 sÿ1, siehe Abbildung 20). Es ist klar, dass beide
Prozesse ein vielfaches Lösen bzw. Neubilden von Protein-
Liganden-Wechselwirkungen innerhalb der Lebensdauer des
Komplexes erfordern. Die Lebensdauer der teilweise disso-
ziierten Spezies wird sehr kurz sein, und eine vollständige
Dissoziation erfordert simultane oder zumindest in rascher
Abfolge ablaufende Vorgänge.
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Dieses Bild wäre konsistent mit unserem früheren Vor-
schlag eines ¹Reiûverschlussª-Mechanismus für die Bindung
und Freisetzung flexibler Liganden in Protein-Liganden-
Komplexen.[149] In diesem Modell wurde vorgeschlagen, die
Bindung eines flexiblen Liganden an ein Protein über die
erste Stufe der Bildung eines Nucleationskomplexes ablaufen
zu lassen, in dem der Ligand nur teilweise gebunden ist und
der dann eine Reihe von Konformationsänderungen erführe;
diese würden dann reiûverschlussartig zu weiteren Wechsel-
wirkungen mit dem Protein führen, um schlieûlich den
vollständig gebundenen Komplex zu liefern (Abbildung 21).

Abbildung 21. Schematische Darstellung des a) ¹Schlüssel-Schlossª- und
b) ¹Reiûverschlussª-Modells für die Ligandenbindung. Nur die Liganden,
die sofort die richtige Konformation einnehmen, können im ¹Schlüssel-
Schlossª-Modell binden, aber nahezu alle Liganden können wie in (b)
binden, wobei die endgültige gebundene Konformation durch einen
schrittweise reiûverschlussartig verlaufenden Prozess eingenommen wird.
(Wiedergabe mit Genehmigung von Burgen et al.[149])

Die Dissoziation liefe über eine ähnliche, schrittweise Um-
kehr der verschiedenen gebundenen Zustände ab. Solche
Prozesse würden hohe Assoziations- und Dissoziationsge-
schwindigkeiten erlauben (durch die Aufteilung der Gesamt-
aktivierungsenergie in kleinere Teile), wobei die Bindungs-
spezifität als Folge der Vielzentren-Wechselwirkungen zwi-
schen dem flexiblen Liganden und dem Protein erhalten
bliebe.

8. Multiple Konformationen

Die NMR-Spektroskopie hat sich als leistungsfähige Tech-
nik zur Aufdeckung multipler Konformationen in Protein-
Liganden-Komplexen in Lösung erwiesen. In vielen Fällen
konnten durch Beobachtung getrennter NMR-Spektren zwei

oder mehr Konformationen für die verschiedenen Formen
erkannt werden. Der einfachste Weg, multiple Konformatio-
nen zu entdecken, besteht in der Untersuchung der NMR-
Spektren von Komplexen, die mit isotopenmarkierten Ligan-
den (3H, 13C, 15N, 19F) gebildet wurden; das Vorliegen
verschiedener Konformationen erkennt man dann schnell an
der Vielzahl der Signale.

Multiple Konformationen, wie sie in Protein-Liganden-
Komplexen gefunden werden, sind oft dadurch bedingt, dass
der Ligand in mehr als einer Weise gebunden ist. Allerdings
wurden sie auch bei freien Enzymen beobachtet. So haben
z. B. NMR-Studien an der DHFR aus E.-coli zwei unter-
scheidbare Konformationen aufgedeckt, die sich im Bereich
einer beweglichen Schleife um die Aminosäuren 16 ± 20
unterscheiden.[150] Für zahlreiche Komplexe, die mit den
Dihydrofolat-Reduktasen aus L. casei, E. coli und S. faecium
gebildet wurden, konnte NMR-spektroskopisch gezeigt wer-
den, dass sie als Gemisch verschiedener Konformationen
vorliegen.[79, 90, 94, 103, 151±160] In diesen Fällen können die rela-
tiven Mengen der Konformere im Gleichgewicht über Inten-
sitätsmessungen der NMR-Signale der verschiedenen Kon-
formationen abgeschätzt werden. Die Konformationsgleich-
gewichte können manchmal durch ¾nderungen der
Temperatur, des pH-Wertes oder der Struktur (z.B. durch
Austausch von Aminosäuren durch selektive Mutagenese)
verschoben werden. Bei manchen Komplexen kann die
Geschwindigkeit der Umwandlung der Konformere durch
Linienformanalysen ermittelt werden, in manchen Fällen
auch durch Magnetisierungstransfer-Methoden.[161]

Das Auftreten multipler Konformationen hängt oft von der
Herkunft des Enzyms ab. Beispielsweise existiert der Kom-
plex des E.-coli-Enzyms mit Methotrexat 5 in Form von zwei
Konformationen,[91, 95, 160] während der gleiche Komplex mit
dem L.-casei-Enzym als wohldefinierte, einzelne Konforma-
tion vorliegt.[159] Bei anderen Liganden, z. B. Folat 1, ist es
jedoch der Komplex mit dem L.-casei-Enzym[46, 90, 156, 157] und
nicht der mit der E.-coli-DHFR,[150] der multiple Konforma-
tionen zeigt. Multiple Konformationen wurden auch durch
Röntgenstrukturuntersuchungen bekannt; in diesen Fällen ist
es jedoch schwierig, den Einfluss der Kristallpackungskräfte
auf die Stabilität der Konformationen abzuschätzen.[137]

8.1. Ternäre Komplexe von L.-casei-DHFR mit
Trimethoprim und NADP�

Der ternäre Komplex aus L.-casei-DHFR mit Trimetho-
prim und NADP� liegt als Gemisch zweier annähernd gleich
häufig vorkommender Konformationen vor (Form I und
Form II).[156, 157] Diese wurden zuerst im 1H-NMR-Spektrum
des Komplexes entdeckt, in dem sechs der sieben His-C2-
Protonen jeweils zwei getrennte Signale entsprechend den
beiden Konformeren ergaben (Abbildung 22).[156, 157] Die
Paare der Histidinsignale koaleszierten bei Temperaturerhö-
hung, was typisch für einen Wechsel zwischen zwei Zuständen
ist, und eine Linienformanalyse bei 314 K ergab die Um-
wandlungsgeschwindigkeit (18 sÿ1).[156] Detaillierte 13C- und
31P-Studien bestätigten das Vorliegen zweier Konformatio-
nen.[157] Zwei ähnliche Konformationen werden ebenfalls
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Abbildung 22. Ausschnitt aus dem Tieffeldbereich des auflösungsverbes-
serten 500-MHz-1H-NMR-Spektrums des L.-casei-DHFR-Trimethoprim-
NADP�-Komplexes, der die sieben zugeordneten Histidin-C2-Protonensi-
gnale enthält, von denen sechs als Dubletts erscheinen, da zwei Kon-
formationen in annähernd gleicher Menge vorliegen. (Wiedergabe mit
Genehmigung von Birdsall et al.[157])

beim DHFR-Trimethoprim-NADP�-Komplex gefunden, der
mit dem E.-coli-Enzym gebildet wurde.[96]

Bei Betrachtung der gemessenen chemischen Verschiebun-
gen, Kopplungskonstanten und NOEs deutet sich an, dass,
obgleich die Konformationen des gebundenen Trimethoprims
in den beiden Formen ähnlich sind, die des gebundenen
NADP� stark differiert: Bei der Form II erstreckt sich der
Nicotinamidring in die Lösung hinein, während er in Form I
im Protein verborgen ist.[156, 157] Konformationsunterschiede
zwischen den Formen I und II wurden auch im Nicotinamid-
Ribosering und den Pyrophosphatverknüpfungen gefunden,
aber der Adeninring und seine Riboseeinheit sind in beiden
Formen gleichartig gebunden.

Für Komplexe verschiedener Analoga von TMP und
NADP� mit DHFR wurde gleichfalls das Vorliegen zweier
Konformationen nachgewiesen, wobei deren Verteilung von
den bestimmten Strukturen der Analoga abhing.[157] Solche
Informationen liefern zusätzliche Erkenntnisse bei Unter-
suchungen der Struktur-Aktivitäts-Beziehungen.

8.2. Komplexe von L.-casei-DHFR mit Pyrimethamin-
Analoga

Bei einigen Komplexen resultieren die multiplen Kon-
formationen daraus, dass die flexiblen Liganden im Wesent-
lichen in der gleichen Bindungsstelle gebunden werden, dort
aber unterschiedliche Konformationen einnehmen. Dies ist
z. B. der Fall bei Komplexen, die mit Pyrimethamin-Analoga
wie 15 gebildet werden; diese enthalten asymmetrisch sub-
stituierte aromatische Ringe, bei denen zwei unterscheidbare
Rotationsisomere des gebundenen Liganden eine Folge der
gehinderten Rotation um die Pyrimidin-Phenylbindung
sind.[102] Wir setzten die NMR-Spektroskopie ein, um derar-
tige gehinderte Rotationen in Komplexen von L.-casei-

DHFR mit den Pyrimethamin-Analoga 13 ± 15 zu untersu-
chen.[102] Diese sind sowohl als Antimalaria-[162] wie auch als
potentielle Antitumorwirkstoffe[163, 164] von Interesse. Das 3'-
Nitro-4'-fluorpyrimethamin-Derivat 15 hat einen asymme-
trisch substituierten Arenring und kann als Gemisch von zwei
Rotationsisomeren vorliegen (ein Enantiomerenpaar; Abbil-
dung 23).

Abbildung 23. Schematische Darstellung der beiden Rotationsisomere
(Enantiomere) von 3'-Nitro-4'-fluorpyrimethamin 15. Die Ebenen der
beiden Arenringe sind senkrecht zur Papierebene gezeichnet und als
schwarze und weiûe Balken dargestellt. (Wiedergabe mit Genehmigung
von Birdsall et al.[102])

Das 19F-NMR-Spektrum des Komplexes von 15 mit DHFR
enthält zwei unterscheidbare Signale für den gebundenen
Liganden, entsprechend den beiden verschiedenen Konfor-
mationszuständen des Komplexes. Das 2D-Austauschspek-
trum (Abbildung 24) lässt erkennen, dass die beiden Formen

Abbildung 24. 376-MHz-19F-NMR-Spektren von DHFR (1.2 mm) in Ge-
genwart eines Überschusses an 3'-Nitro-4'-fluorpyrimethamin 15 (308 K,
pH 6.5). a) 1D-Spektrum, b) 2D-NOESY-Austausch-Spektrum. Chemische
Verschiebungen sind auf das Signal des freien Liganden bezogen (durch
einen Stern markiert). Für die gebundenen Formen A und B einerseits und
den freien Liganden andererseits gibt es jeweils Austausch-Kreuzsignale
(Magnetisierungstransfer durch Austausch), aber zwischen den Formen A
und B wird kein Austausch beobachtet. (Wiedergabe mit Genehmigung
von Tendler et al.[102])
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mit dem freien Liganden austauschen, nicht jedoch mitein-
ander.[102] Aus Intensitätsmessungen folgt für die Populatio-
nen der beiden Formen A und B im binären Komplex ein
Verhältnis von 0.6:0.4. Im ternären Komplex mit NADP�

kehrt sich dies zu einem A:B-Verhältnis von 0.3:0.7 um.[102]

Wir setzten 2D-1H-NMR-Austauschspektroskopie ein, um
für Komplexe von DHFR mit den Liganden 13 ± 15 die
Signale der gebundenen Spezies mit den entsprechenden
Signalen der freien Spezies in Beziehung zu setzen (Spektren
nicht gezeigt). In Komplexen, in denen der Ligand einen
symmetrisch substituierten Phenylring aufweist (wie bei 13
oder 14), werden vier Signale für die vier aromatischen
Protonen beobachtet; die Abschirmungen der vier Protonen
unterscheiden sich also. Dies deutet auf eine gehinderte
Rotation um die Phenyl-Pyrimidin-Bindung hin, wobei der
Phenylring eine fixierte Position innerhalb seiner Bindungs-
stelle einnimmt, so dass sich jedes der vier aromatischen
Protonen in einer anders abschirmenden Umgebung im
Protein befindet. DHFR-Komplexe mit Pyrimethamin-Deri-
vaten, die asymmetrisch substituierte Phenylringe aufweisen
(wie 15), zeigen für die gebundenen Liganden zwei voll-
ständige Signalsätze für die Phenylprotonen (je drei Signale
für Form A und Form B). Mit den Röntgenstrukturdaten
verwandter Komplexe[140, 165] sowie mit NOE-Daten des L.-
casei-DHFR-Komplexes war es möglich, die Ligandenphe-
nylprotonen in gebundenem Pyrimethamin zuzuordnen, die
auf Phe 30 hinorientiert sind,[102] und so die Ligandensignale
jeweils Form A und Form B zuzuordnen (Abbildung 25).

Abbildung 25. Modell der Bindungsstelle im 3'-Nitro-4'-fluorpyrimeth-
amin-DHFR-Komplex für a) Form A und b) Form B. Die Position der
Bindungsstelle des NADP�-Nicotinamidrings ist durch gestrichelte Linien
gekennzeichnet. Für die Modellierung wurden kristallographische Daten
von Matthews et al.[13, 14] verwendet. (Wiedergabe mit Genehmigung von
Birdsall et al.[102])

Die Bevorzugung der Form A im binären Komplex von 3'-
Nitro-4'-Fluorpyrimethamin 15 mit DHFR kann verstanden
werden, wenn man das in Abbildung 25 gezeigte Modell des
Komplexes in Betracht zieht. In Form A würde der Nitrosub-
stituent geradewegs auf die vakante Bindungsposition des
Nicotinamidrings gerichtet werden, und dies könnte bei der
bevorzugten Bindungsart unterstützend wirken. Die Zugabe
von NADP� kehrt diese Präferenz für Form A um, was in
Einklang ist mit der unvorteilhaften sterischen Wechselwir-
kung zwischen der voluminösen Nitrogruppe und dem
Nicotinamidring des gebundenen NADP�.[102]

Bei ternären Komplexen von DHFR mit Pyrimethamin-
Analoga und NADP� wurde festgestellt,[102] dass das NADP�

in zwei unterschiedlichen Konformationen (Form I und II)
vorliegt,[156, 157] die ähnlich denen beim DHFR-Trimethoprim-
NADP�-Komplex sind. Die Ergebnisse legen nahe, dass die
beiden Arten von Konformationszuständen lediglich mit
einer Besetzung der Formen IB und IIA verbunden sein
könnten. Dies wäre in Einklang mit einer Struktur, in der der
Nitrosubstituent in Form IIA auf die vakante Nicotinamid-
ring-Bindungsstelle gerichtet ist und in Form IB davon weg
(siehe Abbildung 25).

8.3. Komplexe von L.-casei-DHFR mit Folat und NADP�

L.-casei-DHFR-Komplexe mit Folat und NADP� liefern
weitere Beispiele für Liganden, die in unterschiedlichen
Konformationszuständen, aber im Wesentlichen an die glei-
chen Bindungsstellen im Protein binden. Für den ternären
Komplex von L.-casei-DHFR mit Folat und NADP� konnten
drei unterscheidbare Konformationen, bezeichnet mit Form I,
IIa und IIb, NMR-spektroskopisch nachgewiesen wer-
den.[46, 90, 106, 157] Bei diesen NMR-Untersuchungen wurden
isotopenmarkierte Folate (3H, 13C und 15N) verwendet. So
wurden z. B. multiple 13C-NMR-Signale, die den drei ver-
schiedenen Formen entsprechen, im 13C-NMR-Spektrum des
Komplexes von L.-casei-DHFR mit NADP� und [4,6,8a-
13C]Folat 16 gefunden; die Spektren wurden bei unterschied-
lichen pH-Werten aufgenommen[46] (Abbildung 26).

Abbildung 26. Tieffeldbereich des 100.6-MHz-13C-NMR-Spektrums des
ternären Komplexes von L.-casei-DHFR, NADP� und [4,6,8a-13C]Folat bei
verschiedenen pH-Werten und 281 K. Signale des natürlich vorkommen-
den 13C im Protein werden ebenfalls beobachtet (bei d� ca. 130, 157 und
ca. 175). (Wiedergabe mit Genehmigung von Cheung et al.[46])
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Man erkennt, dass die Besetzung dieser Konformations-
zustände pH-abhängig ist. Bei pH 6.8 liegen die Formen IIa
und IIb vor, wogegen bei pH 5.5 der ternäre Komplex beinahe
ausschlieûlich die Form I bildet. Die NOE-Messungen bei
pH 5.2 deuten klar darauf hin, dass sich das H7-Proton des
Folats in der Nähe der Methylprotonen von Leu 19 und Leu 27
befindet, wie in Abbildung 27 gezeigt ist. Vergleichbare

Abbildung 27. a) Vorgeschlagene Konformation des Pterinrings im Folat-
DHFR-Komplex in den ¹inaktivenª Formen I und IIa (auf Grundlage der
Methotrexat-Konformation aus den Kristallstrukturdaten von Matthews
und Mitarbeitern[13, 14]). b) Vorgeschlagene Konformation des Pterinrings
in der ¹aktivenª Folat-DHFR-Form IIb (gegenüber den anderen Formen
um etwa 1808 um die Querachse gedreht). (Wiedergabe mit Genehmigung
von Feeney[24])

NOEs wurden in einem 2D-HMQC-NOESY-1H/13C-Experi-
ment am Komplex mit [4,7,8a,9-13C]Methotrexat detektiert;
dort wurden editierte NOEs zwischen H7 von MTX und den
Methylprotonen von Leu 19 und Leu 27 detektiert.[46] Somit ist
die Orientierung des Pterinrings in Form I der des Metho-
trexats im DHFR-Methotrexat-Komplex sehr ähnlich. Wie
bereits erwähnt, weiû man von dieser Orientierung, dass sie
von der des entsprechenden Rings im Folat in seinem
katalytisch aktiven Komplex um etwa 1808 abweicht (siehe
Abschnitt 2).[46] NOE-Daten des DHFR-Folat-NADP�-Kom-
plexes sprechen dafür, dass Form IIa eine ähnliche Orientie-
rung wie Form I (und wie gebundenes Methotrexat 5) hat,
aber Form IIb eine andere Orientierung des Pterinrings als im
Methotrexatkomplex. Das H7-Proton in Form IIb zeigt eine
NOE-Verbindung zu den Ala97-Methylprotonen, was seine
räumliche Nähe zu diesen Protonen zeigt; jedoch gibt es keine

NOEs zu den Methylprotonen von Leu 19 und Leu 27 (siehe
Abbildung 27). Diese NOE-Ergebnisse wurden durch Aus-
wertung der 2D-1H/13C-HQMC-NOESY-Spektren von an L.-
casei-DHFR gebundenen, 13C-markierten Folaten ([4,6,8a-
13C]Folat 16 und [2,4a,7,9-13C]Folat 17) bestätigt.[46]

Aus einer Analyse der von Bolin et al.[14] erhaltenen
Kristallstrukturdaten des DHFR-MTX-NADPH-Komplexes
kann geschlossen werden, dass ein ¹umgedrehterª Pteridin-
ring, der im Wesentlichen die gleiche Bindungsstelle ein-
nimmt, sein H7-Proton in der Nähe der Methylprotonen von
Ala97 haben würde. Daher ist also der wichtigste Konforma-
tionsunterschied zwischen den Formen I und IIb die um etwa
1808 verschiedene Orientierung des Pterinrings in den beiden
Formen, wie in Abbildung 27 gezeigt. Bei Form I (und
Form IIa) befindet sich der Pterinring in der gleichen Orien-
tierung wie im Methotrexatkomplex; bei Form IIb ist der
Pterinring um etwa 1808 um eine verlängerte Liganden-C2-
NH2-Achse verdreht. In dieser Orientierung kann die kata-
lytische Reduktion mit dem korrekten stereochemischen
Verlauf stattfinden; sie wird daher als ¹aktiveª Konformation
bezeichnet (Abbildung 27). Dagegen entsprechen die Formen
I und IIa mit ihrer Methotrexat-artigen Orientierung des
Pterinrings ¹inaktivenª Konformationen (Abbildung 27). Der
Folat-Pterinring nimmt in allen Formen annähernd die
gleiche Bindungsstelle ein.[46, 157]

NMR-Untersuchungen der chemischen 13C-Verschiebun-
gen von gebundenem Folat lieferten nützliche Informationen
über die tautomeren Zustände in den drei Formen im
Komplex mit L.-casei-DHFR. Durch Auswertung der 13C-
NMR-Verschiebungen der markierten, gebundenen Folate 16
und 17 wurde gefunden, dass Form IIb der freien Folsäure bei
pH 5.5 sehr ähnlich ist; diese liegt in der Ketoform mit
unprotoniertem N1 vor[166] (siehe Struktur 18).[46] Dieses
Resultat stützt nicht im Geringsten vorgeschlagene Enzym-
mechanismen, die Enolformen als Zwischenstufen erfordern,
da nur Form IIb die ¹aktiveª Konformation des Pterinrings
aufweist. Dagegen sind die chemischen Verschiebungen von
C2 und C4 von gebundenem Folat in Form IIa sehr verschie-
den von denen der freien Folsäure, was auf eine mögliche
¾nderung in der Keto/Enol-Tautomerie oder am Protonie-
rungszustand von N1/N3 hindeutet. Studien an Modellver-
bindungen liefern Schätzwerte für die 13C-NMR-Verschie-
bungen der verschiedenen Tautomeren- und Ionisierungszu-



AUFS¾TZE J. Feeney

318 Angew. Chem. 2000, 112, 298 ± 321

stände von Folat. Ein Vergleich dieser Werte mit den
experimentellen Daten von gebundenem Folat ergab, dass
die Formen I und IIa als Enolformen vorliegen und Form IIb
als Ketoform (siehe Strukturen 19 und 20).

1H-NMR-Untersuchungen sprechen dafür, dass N1 in den
Formen I und IIa protoniert vorliegt. Dies bedeutet, dass die
Tautomeren- und Ionisierungszustände der Formen I und IIa
an N1 beide sehr ähnlich denen von Methotrexat sind, das
eine NH2-Gruppe an der 4-Position aufweist. Da gezeigt
wurde, dass der Pterinring wie im Methotrexat-DHFR-Kom-
plex orientiert ist, ist es wahrscheinlich, dass der Pterinring im
Folat in den Formen I und IIa an die gleichen Gruppen im
Protein bindet wie Methotrexat.

Durch ortsspezifische Mutagenese an der Position von
Asp26 wurde der direkte Beweis erbracht, dass diese Gruppe
an der Kontrolle der pH-Abhängigkeit im Konformeren-
gleichgewicht beteiligt ist.[167, 168] Allerdings ergaben neuere
NMR-Untersuchungen von DHFR-Folat-NADP�-Komple-
xen mit Asp-g-13C- CO2-markierter DHFR und der Mutante
Asp26!Asn, dass Asp26 die pH-Abhängigkeit des Gleich-
gewichts auf indirekte Weise beeinflusst, indem der pK-Wert
des Pterinrings des gebundenen Folats modifiziert wird.[51]

Dies könnte dadurch bedingt sein, dass Asp26 sich in der
Nähe der N1-Position befindet, die in den Formen I und IIa
protoniert ist. Die Beobachtung von multiplen Konformatio-
nen bei mehr als 20 verschiedenen Komplexen von Dihydro-
folat-Reduktase legt nahe, dass dieses Phänomen auch bei
anderen Protein-Liganden-Komplexen gängig sein könnte.
Dies ist ein wichtiger Befund, der nicht nur für das Verständ-
nis komplexer Struktur-Funktions-Beziehungen bedeutsam
ist, sondern auch als Hilfestellung für den Entwurf von
Inhibitoren, da jede unterscheidbare Konformation einen
neuen Ausgangspunkt für die Entwicklung von Wirkstoffen
liefert.

9. Zusammenfassung und Ausblick

Die NMR-Spektroskopie ist eine leistungsfähige Methode
zur Untersuchung von Wechselwirkungen, Konformationen

und dynamischen Prozessen in Komplexen von Dihydrofolat-
Reduktase und Folsäure-Antagonisten. Es ist anzunehmen,
dass die zunehmende Bekanntheit der Fähigkeiten von NMR-
Methoden zum Studium von Protein-Liganden-Komplexen
sowie die immer bessere Verfügbarkeit von Hochfeld-NMR-
Spektrometern, die hierfür benötigt werden, weitere Arbeiten
auf diesem Gebiet initiieren werden. Der Aufwand bei den
NMR-Experimenten wird immer geringer, und vergleichende
Untersuchungen der Komplexe von Liganden mit DHFRs aus
unterschiedlichen Spezies sind immer einfacher durchzufüh-
ren. Dies sollte die Bearbeitung von Fragestellungen wie der
nach den Ursprüngen der Ligandenbindungsspezifität an
verschiedene DHFRs (z.B. bakterielle und Säuger-DHFR)
auf direkterem Wege ermöglichen. Strukturuntersuchungen
von Komplexen mit DHFRs von Spezies, die bislang noch
nicht untersucht worden sind (etwa Plasmodium falciparum
und P. carinii), werden ohne Zweifel bald folgen.

Verbesserte Methoden der Strukturaufklärung ± z. B. durch
Einbeziehen der Informationen, die die chemischen Ver-
schiebungen bieten ± werden schlieûlich immer detailliertere
Kenntnisse der Protein-Liganden-Komplexe in Lösung lie-
fern. Die vor Kurzem entwickelten Ansätze auf der Grund-
lage der Beiträge von dipolaren Kopplungen als Folge der
Orientierung der Moleküle in Lösung (durch Verwendung
eines starken magnetischen Feldes, mit Flüssigkristallen oder
durch Phagen-Orientierung) sollten einen bedeutenden Ein-
fluss auf Strukturuntersuchungen von DHFR-Liganden-
Komplexen haben.[169] Die verbesserten Strukturinformatio-
nen sollten es ermöglichen, noch geringere Unterschiede in
den Strukturen verschiedener Komplexe aufzudecken. Zu-
künftige Arbeiten sollten auûerdem zu einem tieferen Ver-
ständnis der dynamischen Prozesse führen, die innerhalb
solcher Protein-Liganden-Komplexe stattfinden.

Fesik und Mitarbeiter[170, 171] schlugen eine neuartige Me-
thode für den Entwurf von fest bindenden Enzyminhibitoren
vor, die auf DHFR angewendet werden könnte. Bei dieser
Methode wird eine groûe Zahl von Liganden sehr schnell in
Bezug auf ihre potentielle Bindung an ein Zielprotein über-
prüft, indem die Veränderungen der chemischen Verschie-
bungen in den 1H/15N-HSQC-Spektren des 15N-markierten
Proteins in Gegenwart von Gemischen der Liganden detek-
tiert werden. Ein bindender Ligand wird als derjenige
identifiziert, der die chemischen 1H/15N-Verschiebungen im
Protein verändert. Sobald ein solcher Ligand gefunden wurde,
wird das Protein mit diesem Liganden gesättigt und die Suche
fortgesetzt, um einen anderen Liganden zu finden, der
nichtkompetitiv mit dem ersten Liganden bindet. Wenn ein
geeigneter zweiter Kandidat gefunden wurde, wird eine
detaillierte NMR-Strukturuntersuchung an dem ternären
Komplex unternommen und ± auf Grundlage der erhaltenen
Informationen ± eine Strategie zur chemischen Verknüpfung
der schwach bindenden Liganden zu einem hochaffinen
neuen Liganden entwickelt. Dieser Ansatz wurde verfolgt,
um Inhibitoren mit hoher Bindungsaffinität zu Metallopro-
teinen wie Stromelysin herzustellen.[171] Ein solcher Weg
könnte übernommen werden, um neue Leitstrukturen für
potentielle Inhibitoren von Dihydrofolat-Reduktase zu fin-
den. Ein derartiges Projekt lieûe sich am besten in einem
Industrielabor durchführen, in dem geeignete Verbindungs-
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bibliotheken für eine solche Reihenuntersuchung gut zugäng-
lich sind.

Es ist jetzt deutlich, dass sich DHFR, über seine pharma-
kologische Bedeutung hinaus, als ein ausgezeichnetes Test-
objekt zum Finden von Methoden zur Erforschung der
Bindungsspezifität erwiesen hat, und viele der an diesem
System erhaltenen Ergebnisse werden sicherlich auch all-
gemein anwendbar sein.

Ich möchte an dieser Stelle die Mitarbeit vieler meiner
Kollegen an den hier beschriebenen NMR-Untersuchungen
von L.-casei-DHFR würdigen; vor allem bedanke ich mich für
die Hilfe von Arnold Burgen, Gordon Roberts, Berry Birdsall,
Andrew Cheung, Vladimir Polshakov, Tom Frenkiel, Gill
Ostler und John McCormick. Arnold Burgen danke ich
besonders dafür, dass er mein Interesse an molekularer
Pharmakologie geweckt und meine frühen NMR-Arbeiten
über Komplexe der Dihydrofolat-Reduktase initiiert hat. Berry
Birdsall, Andrew Lane, Eva Hyde, Jürgen Schmidt und Mark
Williams sei für ihre Kommentare zu diesem Aufsatz gedankt.
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Übersetzt von Dr. Stefan Herrmann, Langenfeld
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