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Die Membranbindung ist eine Hauptvoraussetzung für die
Funktion verschiedener Proteine, die an der biologischen
Signaltransduktion beteiligt sind, wie heterotrimere G-Pro-
teine oder das Oncogen Ras. Diese Enzyme weisen die
Gemeinsamkeit auf, dass die Membranverankerung durch co-
oder posttranslationale Lipidmodifizierung von Aminosäuren
im N- oder C-Terminus des Proteins erreicht wird.[1] Durch
die kovalente Anbindung von Myristin- oder Palmitinsäuren
sowie Prenylketten erhalten die Proteine einen hydrophoben
Membrananker, der ihnen eine erhöhte Membranaffinität
verleiht.

Strukturdaten über membrangebundene lipidmodifizierte
Peptide stehen gegenwärtig nicht zur Verfügung. Das liegt
daran, dass einerseits Standardmethoden bei der Struktur-
aufklärung von Membranproteinen versagen und andererseits
Synthesewege für entsprechende Modellsubstanzen fehlen.
Vor wenigen Jahren gelang jedoch die enzymatische Synthese
von lipidmodifizierten Peptiden,[2] die nicht nur ausgezeich-
nete Modellsysteme für Strukturuntersuchungen sind, son-
dern auch einen neuen effizienten Zugang zu lipidmodifizier-
ten Enzymen eröffnen, die eine nahezu ebenso hohe Aktivität
aufweisen wie das Wildtyp-Protein.[3]

Für lösliche Peptide ist die 1H-NMR-Spektroskopie eine
Standardmethode, mit der hochaufgelöste molekulare Struk-
turen erhalten werden. Jedoch versagt diese Methode bei
membrangebundenen Peptiden, da diese keine schnelle
isotrope Rotationsdiffusion auf der NMR-Zeitskala aufwei-
sen. Demzufolge sind die 1H-NMR-Linien durch stark
anisotrope 1H-1H-Dipol-Kopplungen (typischerweise einige
kHz) homogen verbreitert. Diese anisotropen Wechselwir-
kungen führen zu breiten, strukturlosen Linienformen.

Für reine Lipidmembranen werden jedoch nahezu hoch-
aufgelöste 1H-NMR-Spektren erhalten, wenn die Probe
schnell um eine Achse rotiert, die im Winkel von 54.78 (dem
¹magischen Winkelª) zum externen Magnetfeld orientiert ist
(¹magic angle spinningª, MAS), selbst wenn die Rotations-

geschwindigkeit nicht die effektiven Dipol-Kopplungen über-
steigt. Die Ursache für diese Verbesserung der spektralen
Auflösung ist die schnelle axialsymmetrische Rotationsdiffu-
sion der Lipide in der Membran um ihre Längsachse.[4]

Membrangebundene Peptide dagegen führen nur langsame
Bewegungen aus, wodurch die NMR-Linien verbreitert sind
und die Auflösung verschlechtert wird. Durch hochaufgelöste
(HR) 1H-HR-MAS-NMR-Untersuchungen an membrange-
bundenen Peptiden bei sehr hoher Rotationsfrequenz
(ca. 15 kHz) wurde gezeigt, dass diese Beschränkungen teil-
weise überwunden werden können.[4b, 5] Jedoch sind zur
Beobachtung hochaufgelöster 1H-MAS-NMR-Spektren an
Lipiden wie auch Peptiden in solchen geordneten Systemen
wie Modell- oder Biomembranen schnelle axialsymmetrische
molekulare Bewegungen unbedingt notwendig.[4b]

Wir stellen hier eine 1H-HR-MAS-NMR-Studie eines
lipidmodifizierten, membrangebundenen Heptapeptides vor,
das dem C-Terminus des menschlichen N-Ras-Proteins ent-
spricht. Diese Methode ermöglicht erstmalig Strukturunter-
suchungen an lipidmodifizierten, membrangebundenen Pep-
tiden. Die Membranbindung wird durch eine kovalent
gebundene Palmitin-Fettsäurekette und einen Hexadecyl-
thioether erreicht, die in die Membran eingebaut werden.
Dieses Bindungsmotiv verleiht dem Peptid Bewegungsfrei-
heit für axialsymmetrische Umorientierungen in der Doppel-
schicht, wodurch die NMR-Linienbreite signifikant verringert
wird. Die Aminosäuresequenz des untersuchten Peptides
ist H-Gly-Cys(Pal)-Met-Gly-Leu-Pro-Cys(HD)-OMe (Pal�
Palmitinsäure, HD�Hexadecyl). Dieses Peptid wurde in
multilamellare Vesikel aus deuteriertem 1,2-Dimyristoyl-sn-
glycero-3-phosphocholin ([D67]DMPC) eingelagert und mit
1H-HR-MAS-NMR untersucht.

In Abbildung 1 ist das 1H-MAS-NMR-Spektrum der Lipid/
Peptid-Dispersion dargestellt. Neben dem intensiven Signal
des Wassers bei d� 4.55 zeigt das Spektrum starke Signale der

Abbildung 1. 1H-HR-MAS-NMR-Spektrum des Ras-Peptides in multila-
mellaren [D67]DMPC-Liposomen (30 Gew.-% H2O) bei einer Rotations-
frequenz von 12 kHz und einer Temperatur von 37 8C. Mit G sind Glycerin-
Signale der Phospholipide bezeichnet, die in [D67]DMPC nicht deuteriert
sind.[6] Fettsäuresignale (F) der Peptidacylketten und eine groûe Zahl gut
aufgelöster aliphatischer Peptidsignale sind in der Hochfeldregion des
Spektrums zu sehen. Die Amidregion des Spektrums ist im Einschub
vergröûert dargestellt ; die Linienform der Amidsignale konnte mit sechs
Lorentz-Linien angepasst werden.
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Fettsäuren des Peptides sowie der Glyceringruppen der
Phospholipide infolge unvollständiger Deuterierung in
[D67]DMPC.[6] Die typische Linenbreite dieser Phospholipid-
signale beträgt 0.05 ± 0.06 ppm (etwa 30 Hz am 600-MHz-
Instrument). Darüber hinaus ist im Spektrum eine groûe Zahl
gut aufgelöster aliphatischer Peptidsignale zu sehen. Die
Linienbreite dieser Seitenkettensignale ist nur geringfügig
höher als die der Lipide (0.07 ± 0.1 ppm). In der Tieffeldregion
des Spektrums sind die sechs Amidprotonen des Peptides
aufgelöst (Prolin weist kein Amidproton auf). Dieser Teil des
Spektrums konnte mit sechs Lorentz-Linien angepasst wer-
den, wobei die verwendete Linienbreite zwischen 0.16 und
0.32 ppm lag (Einschub in Abbildung 1). Die HN-Protonen-
signale sind durch Lösungsmittelaustausch sowie die skalare
Relaxation durch die benachbarten 14N-Kerne verbreitert.
Das Peptidrückgrat ist die starrste Region des Peptides, und
Linienverbreiterungen durch nicht gemittelte Dipol-Kopp-
lungen sind besonders effektiv. Die unterschiedlichen Inten-
sitäten für die HN-Protonen könnten auf die unterschiedliche
Mobilität der Amidbindungen im Proteinrückgrat zurück-
zuführen sein, da beweglichere Strukturen aufgrund schwä-
cherer Dipol-Kopplungen mehr Zentralband- und weniger
Seitenbandintensität aufweisen. Rigidere Strukturen unter-
liegen dagegen stärkeren Dipol-Kopplungen und geben folg-
lich eine gröûere Seitenband- und eine kleinere Zentralband-
intensität.[6]

Aufgrund der guten Auflösung und langen Spin-Gitter-
Relaxationszeiten können 2D-Nuclear-Overhauser-Effekt-
Spektren (NOESY) aufgenommen werden. In diesem Expe-
riment wird der Magnetisierungstransfer über Abstände von
bis zu 5 � aufgezeichnet.[7] Für HR-MAS-Studien kann
dieselbe Pulssequenz wie in der hochaufgelösten NMR
verwendet werden. Der Magnetisierungstransfer wird durch
nichtdiagonale Korrelationspeaks im 2D-NOESY-Spektrum
aufgezeigt. Abbildung 2 zeigt die aliphatische und die HN-
Region des 1H-HR-MAS-NOESY-Spektrums bei einer
Mischzeit von 200 ms. Typischerweise werden drei Arten
von Korrelationspeaks beobachtet: a) Intramolekulare Kor-
relationspeaks zeigen einen Magnetisierungstransfer inner-
halb des Peptids an. Dieser Magnetisierungstransfer ist durch
die Bewegung des gesamten Moleküls an der Membrano-
berfläche moduliert. Aus den Kreuzpeakvolumina können die
Proton-Proton-Abstände zur Strukturberechnung erhalten
werden. b) Die intermolekulare Kreuzrelaxation zwischen
Lipid und Peptid wird durch die Variation der internuclearen
Abstände durch Bewegungen der gesamten Moleküle modu-
liert. Da die intermolekularen Abstände in flüssigkristallinen
Substanzen signifikanten Schwankungen unterliegen, können
die Kreuzrelaxationsgeschwindigkeiten nicht in feste Ab-
stände umgewandelt werden, sondern geben ein Maû für die
Kontaktwahrscheinlichkeit zwischen Molekülsegmenten.[6, 8]

Mit Hilfe dieser Korrelationspeaks kann die Lage und
Verteilung bestimmter Molekülgruppen in der Membran
bestimmt werden.[9] c) Der chemische Austausch zwischen
labilen HN-Protonen und Wasser führt zu Korrelationspeaks,
die Auskunft über die Wasserzugänglichkeit von Aminosäu-
ren in der Membran geben.[10]

In den NOESY-Spektren membrangebundener Ras-Pepti-
de werden alle drei Typen von Korrelationspeaks beobachtet.

Abbildung 2. 1H-HR-MAS-NOESY-Spektrum des Ras-Peptides in multi-
lamellaren [D67]DMPC-Liposomen bei einer Mischzeit von 200 ms. Die
aliphatische Region zeigt Korrelationspeaks von Glycerineinheiten (G-2)
mit verschiedenen Peptid- und Lipidsignalen (durchgezogener Rahmen).
Im gestrichelten Rahmen sind Korrelationspeaks der b-Protonen der Cys-
Reste (C Hb) und der d-Protonen von Leucin (L Hd) hervorgehoben.
Korrelationspeaks der oberen (UC) und mittleren (MC) Kettensignale des
Peptides liegen im gepunkteten Rahmen. In der Amidprotonenregion
wurden die Korrelationspeaks durch den Austausch labiler Protonen mit
dem Lösungsmittel hervorgehoben. Eine Schnitt durch das 2D-Spektrums
bei der Verschiebung des Wassersignals (d� 4.55) ist ebenfalls dargestellt.
Alle Amidprotonen nehmen am Wasseraustausch teil.

Es geht über das Ziel dieser Kurzmitteilung hinaus, eine
vollständige Zuordnung und Diskussion aller vorkommenden
Korrelationspeaks zu geben, jedoch sollen einige interessante
Korrelationen hervorgehoben werden. Unsere vorläufige
Signalzuordnung basiert auf der Signalzuordnung des Peptids
in CDCl3.[2] Die Hd-Protonen von Leu bei d� 0.95 weisen sehr
intensive Korrelationspeaks mit der Glycerinregion sowie den
Protonen der oberen Region der Fettsäureketten der Phos-
pholipide auf. In ähnlicher Weise geben die Hb-Protonen der
beiden Cys-Reste (d� 3.01 und 2.92) Korrelationspeaks mit
Glycerin und der oberen Kettenregion der Lipide. Jedoch
werden keine Kontakte zwischen den Cys-Hb-Protonen und
den Methyl- und Methylensegmenten der unteren Region der
Lipidketten des Peptids registriert, wodurch auf eine mittlere
Lage der Leu- und Cys-Seitenketten in der Glycerin- und der
oberen Kettenregion der Membran geschlossen werden kann.
Dies ist in Einklang mit der Annahme, dass durch die
Insertion der Lipidketten des Peptids in die Membran die
Cys-Seitenketten tiefer in die unpolare Region der Membran
eintauchen, wo es zu energetisch günstigen Wechselwirkun-
gen mit den hydrophoben Lipidkettensegmenten kommt.
Nach der experimentellen Hydrophobieskala von Wimley
und White[11] beträgt die gesamte Freie Energie des Transfers
des Peptids aus der wässrigen Phase in die Membran
ÿ0.8 kcal molÿ1. Dadurch wird die hohe Affinität des Peptids
zur Membran auch ohne die Lipidmodifikationen deutlich.

Um die Lage des Peptidrückgrates in der Membran näher
zu charakterisieren, wurde der Austausch der Amidprotonen
mit Wasser analysiert. In der HN-Region des NOESY-
Spektrums treten intramolekulare Korrelationspeaks zwi-
schen Amidprotonen und Seitenketten sowie intermolekulare
Korrelationspeaks mit Glycerin und den oberen Acylketten-
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Isolierte hexagonale Kanäle aus dreibindigen
Geÿ-Ionen in Hochdruck-LiGe**
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In der homologen Reihe der LiE-Verbindungen (E�Ele-
ment der IV. Hauptgruppe, Si ± Pb) zählen LiSi[1, 2] und
LiGe[3, 4] bei Normaldruck (ND) zu den Zintl-Phasen,[5, 6]

LiSn[7] und LiPb[8, 9] dagegen zu den intermetallischen Phasen.
Entsprechend einem Ladungstransfer Li�Siÿ und Li�Geÿ sind
die Siÿ- und die Geÿ-Ionen in diesen Zintl-Phasen isovalenz-
elektronisch mit den Elementen der V. Hauptgruppe und
bilden drei homonucleare Bindungen, und zwar in der
Raumnetzstruktur vom MgGa-Typ.[10] In LiSn[7] jedoch wei-

signalen auf (Abbildung 2). Zusätzlich weist das Spektrum
drei starke Korrelationspeaks auf, die auf den chemischen
Austausch der HN-Protonen mit H2O zurückzuführen sind,
die anderen Amidprotonen dagegen zeigen nur schwachen
Wasseraustausch. Es kann jedoch durch die Auswertung des
Schnitts durch des 2D-Spektrums bei d� 4.55 gezeigt werden,
dass alle HN-Protonen am Wasseraustausch teilnehmen.
Dagegen sind Amidprotonen, die sich in Strukturen im
hydrophoben Kern der Membran befinden, vom Wasseraus-
tausch ausgeschlossen, während Aminosäuren, die in der
Lipid-Wasser-Grenzschicht lokalisiert sind, austauschen.[12]

Im Ras-Peptid sind alle Amidprotonen an Wasseraustausch-
prozessen beteiligt, weshalb angenommen werden kann, dass
das Peptid sich im wasserzugänglichen Teil der Membran
befindet, d. h. in der Lipid-Wasser-Grenzschicht, die durch die
Kopfgruppen, die Glycerineinheiten und die obere Kettenre-
gion definiert ist.[13]

Es konnte gezeigt werden, dass die 1H-HR-MAS-NMR-
Spektren eines membrangebundenen Lipopeptides eine aus-
gezeichnete spektrale Auflösung für die strukturellen Unter-
suchungen dieser Modellsysteme aufweisen. Das Ras-Peptid
wurde in der Lipid-Wasser-Grenzschicht der Membran loka-
lisiert, während die Peptidacylketten ins Innere der Membran
ragen (Abbildung 3). Die Lipid-Wasser-Grenzschicht der

Abbildung 3. Illustration der Lage des Ras-Peptids in der Lipid-Wasser-
Grenzschicht der Membran (Kopfgruppen-, Glycerin- und obere Kettenre-
gion). Die Acylketten und die hydrophoben Seitenketten des Peptids
dringen tiefer in den hydrophoben Bereich der Membran ein.

Membran repräsentiert eine breite Zone aus ungeordneten
Kopfgruppen, Glycerineinheiten und oberen Kettensegmen-
ten, die Wassermolekülen leicht zugänglich ist.[13] Die hydro-
phoben Peptid-Seitenketten ragen in die hydrophobere Re-
gion der Membran, wo es zu hydrophoben Wechselwirkungen
kommt. Das polare Peptidrückgrat wechselwirkt intensiv mit
der wässrigen Phase. Für das hier untersuchte Peptid/Lipid-
System erscheint die vollständige Zuordnung der NMR-
Signale sowie eine quantitative Analyse der Lokalisation
sowie der membrangebundenen Struktur des Peptides durch
den Einsatz der HR-MAS-NMR-Spektroskopie möglich.
Damit werden neue Strukturdetails dieses wichtigen Mecha-
nismus zur Membrananbindung und Proteininsertion zugäng-
lich.

Experimentelles

[D67]1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholin ([D67]DMPC) wurde oh-
ne weitere Reinigung verwendet. Das lipidmodifizierte N-Ras-Peptid
wurde enzymatisch synthetisiert.[2] Für die Präparation der NMR-Proben
wurden Phospholipid und Peptid im Molverhältnis 10:1 in Methanol
gemischt, unter Stickstoff getrocknet, anschlieûend in Cyclohexan gelöst
und lyophilisiert. Die Proben wurden bis zu einem Gehalt von 30 Gew.-%

H2O hydratisiert und durch Gefrier-Auftau-Cyclen, Rühren und Zentri-
fugieren homogenisiert. Anschlieûend wurde die Probe in sphärische
Einsätze für 4-mm-MAS-Rotoren überführt. Die NMR-Experimente
wurden an einem Bruker-DRX600-Spektrometer bei einer Resonanzfre-
quenz von 600.13 MHz und 37 8C durchgeführt. Die MAS-Frequenz lag bei
12 kHz. Die Spektren wurden mit einer spektralen Breite von 10.9 kHz und
einer 908-Pulslänge von 6.2 ms aufgenommen. Für phasensensitive NOESY-
Experimente bei einer Mischzeit von 200 ms wurden 400 komplexe
Datenpunkte in der indirekten Dimension akkumuliert. Dabei wurden 32
Scans pro Inkrement im Abstand von 4 s aufgezeichnet.
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