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1. Einf�hrung

Leonor Michaelis, der zusammen mit Maud Menten die
ber�hmte Michaelis-Menten-Gleichung in die Enzymologie
einf�hrte, postulierte 1939, dass viele enzymatische Reaktio-
nen als Einelektronen�berg�nge zu betrachten sind.[1] Diese
Feststellung, die sich im Wesentlichen auf Redoxreaktionen
bezog, wurde in der zweiten H�lfte des zwanzigsten Jahr-
hunderts durch die aufkommende Enzymologie infrage ge-
stellt. Man war der Meinung, dass keine Reaktion, die man
mit Zweielektronenschritten formulieren konnte, �ber Ra-
dikale verlief. Heutzutage wird nun eine zunehmende Zahl
von Enzymen entdeckt, die entweder selbst Radikale ent-
halten oder radikalische Zwischenstufen stabilisieren k�nnen.
Diese Radikalenzyme nutzen die aktivierungsfreie Reaktivi-
t�t der Radikale und „z�hmen“ diese durch spezifische Bin-
dung ans Protein, um die Entstehung „freier Radikale“ zu
vermeiden, die das Protein oder sogar die ganze Zelle sch�-
digen k�nnten[2, 3] (vgl. Lit. [4]). Zwar bedeutet die Bildung
von Radikalen f�r die Zelle oft einen hohen energetischen

und mechanistischen Aufwand, aller-
dings erm�glichen Radikale neue Re-
aktionswege, die mit Zweielektronen-
schritten nicht begangen werden k�n-
nen. Ein Beispiel ist die reversible
Hydratisierung von Crotonyl-CoA [1,

Coenzym-A-Thioester der (E)-2-Butens�ure; Schema 1]. Das
„normale“ Zweielektronenprodukt ist (S)-3-Hydroxybutyryl-
CoA (3), w�hrend Reaktionen �ber Ketylradikale zu (R)-2-
Hydroxybutyryl-CoA (2)[5] oder 4-Hydroxybutyryl-CoA (4)
f�hren.[6]

Es stellt sich nun die Frage, warum solche Radikalreak-
tionen in der organischen Chemie nur selten angewendet
werden. Erst k�rzlich erschienen zwei Publikationen, die den
erfolgreichen Einsatz von reduktiv gebildeten Ketylradikalen
beschreiben.[7, 8] Der vorliegende Aufsatz will nun zeigen, dass
einige biologische Radikalreaktionen dem gleichen Prinzip
gehorchen wie diese neuen Syntheseans�tze. Es ist die Re-
zyklierung eines Elektrons, die eine Katalyse in Ein- oder
Zweielektronenschritten erm�glicht. In Abschnitt 2 soll je-
doch zun�chst zusammenfassend auf diejenigen biologischen
Radikalreaktionen eingangen werden, bei denen nicht das
Elektron allein, sondern das Radikal selbst rezykliert wird.

Zurzeit werden immer mehr Enzyme entdeckt, die entweder selbst
Radikale enthalten oder Reaktionen mit radikalischen Intermediaten
katalysieren. Diese Radikalenzyme machen Reaktionswege m�glich,
die in Zweielektronenschritten nicht begehbar sind. K�rzlich began-
nen Organiker, Radikale f�r pr�parative Zwecke anzuwenden, in
denen ein durch Licht angeregtes Elektron katalytisch aktiv ist und
nach jedem Umsatz wiederverwendet wird. Dieser Kurzaufsatz ver-
gleicht diese neuen Synthesemethoden mit Enzymmechanismen, die
auf der Rezyklierung eines Radikals oder Elektrons als Cofaktor be-
ruhen.

Schema 1. Radikale erm�glichen neue Reaktionswege.
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2. Rezyklierung von Radikalen durch Enzyme

Die Mehrheit der Radikalenzyme katalysiert die Homo-
lyse von nichtaktivierten C-H-Bindungen, die weniger Ener-
gie erfordert als die Abspaltung eines Protons oder Hydrids.
Unter aeroben Bedingungen ist die reaktive Spezies, die die
Kohlenwasserstoffe irreversibel funktionalisiert, meist ein
Derivat des molekularen Sauerstoffs. Allerdings wird die
Beteiligung von Radikalen an diesen Prozessen kontrovers
diskutiert.[9,10] Unter anaeroben Bedingungen gibt es ver-
schiedene alternative Wege zum Abbau von Kohlenwasser-
stoffen. Ein k�rzlich isoliertes bakterielles Konsortium oxi-
diert Methan statt mit Sauerstoff wahrscheinlich mit dem
durch Reduktion von Nitrit gebildeten N2O;[11] dieser Prozess
d�rfte auch in die chemische Industrie Eingang finden.[12] Die
Oxidation von Methan mit Sulfat zu CO2 und H2S in Mee-
ressedimenten und in der anaeroben Zone des Schwarzen
Meeres erfordert vermutlich zwei Organismen in syntropher
(„zusammen fressender“) Lebensweise: ein Archaeon, das
die Oxidation von CH4 zu CO2 und 4 H2 �ber die reverse
Methanogenese katalysiert (siehe Abschnitt 3), sowie ein
Bakterium, das unter Verbrauch von vier H2-Molek�len
Sulfat zu H2S reduziert.[13] Kohlenwasserstoffe mit mehr als
einem C-Atom werden h�ufig succinyliert, um die folgende b-
Oxidation zu Acetyl-CoA und Propionyl-CoA zu erm�gli-
chen.[14] Dies f�hrt zu sehr charakteristischen Intermediaten,
z. B. 2-(1-Methylpentyl)succinat (5)[15] oder (R)-Benzylsucci-
nat (6 ; Schema 2).[14, 16–18] Eine Ausnahme ist Ethylbenzol, das
je nach Organismus entweder zu 2-Methyl-2-benzylsuccinat
succinyliert[19] oder zu (S)-1-Phenylethanol hydroxyliert wird.
In diesem Fall kommt der Sauerstoff unter Katalyse eines
Molybopterin enthaltenden Enzyms aus dem Wasser.[20]

Die Alkyl- und Benzylsuccinat-Synthasen (Schema 2)
geh�ren zu einer Enzymfamilie, die im Ruhezustand ein
stabiles Glycylradikal (GRE, Glycylradikalenzym) enthalten.
W�hrend der Katalyse wird das Radikal auf einen Cysteinrest
unter Bildung eines Thiylradikals (GRE-SC ; siehe auch
Schema 3) �bertragen, das ein H-Atom vom Substrat ent-
fernt. Addition von Fumarat an das gebildete Substratradikal
liefert das Produktradikal (5C oder 6C), das abschließend das
Thiylradikal regeneriert. Die prominentesten Mitglieder
dieser �ußerst sauerstoffempfindlichen Enzymfamilie sind die
Pyruvat-Formiat-Lyase[21] und die Ribonucleotid-Redukta-
se,[22] die von Escherichia coli und einigen anderen Bakterien
nur unter strikt anaeroben Bedingungen produziert werden.
Weitere Mitglieder sind die Coenzym-B12-unabh�ngige
Glycerin-Dehydratase[23] (siehe Schema 7) und die p-Hydro-
xyphenylacetat-Decarboxylase aus Clostridium difficile,[24]

die die Bildung von 3-Hydroxypropanal und p-Kresol kata-
lysieren.[25] Im Fall von p-Hydroxyphenylacetat (7; Schema 3)
entsteht sehr wahrscheinlich zun�chst das Phenoxyradikal 8,
das zum resonanzstabilisierten p-Kresylradikalanion 9 de-
carboxyliert. Protonierung von 9 und Regenerierung des
Thiylradikals liefern p-Kresol (10).[26]

Die Bakterienzelle synthetisiert Glycylradikalenzyme als
inaktive Proenzyme, die durch die so genannten SAM-Radi-
kalenzyme aktiviert werden. Diese Aktivasen ben�tigen ein
starkes Reduktionsmittel wie Ferredoxin oder Flavodoxin,
um das an einen [4Fe-4S]-Cluster gebundene S-Adenosyl-
methionin (11, SAM; Schema 4) zu Methionin (12) und zur
ersten reaktiven Spezies, dem 5’-Desoxyadenosylradikal (13)
zu spalten. Dieses Radikal abstrahiert vom konservierten
Glycinrest des Proenzyms irreversibel ein H-Atom, um den
Ruhezustand des aktiven Enzyms zu bilden.[27, 28] Addition des
spezifischen Substrats, z.B. Pyruvat an Pyruvat-Formiat-
Lyase, veranlasst das Glycinradikal, aus dem konservierten
Cysteinrest das Thiylradikal zu erzeugen.[29]
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Schema 2. Der erste Schritt eines verbreiteten Wegs des anaeroben
Kohlenwasserstoffabbaus, der von Glycylradikalenzymen (GRE) kataly-
siert wird.

Schema 3. Vorgeschlagener Mechanismus der Decarboxylierung von
p-Hydroxyphenylacetat (7) zu p-Kresol (10), die von einem Glycylradi-
kalenzym (GRE-SC) katalysiert wird.

Schema 4. Reduktive Spaltung von S-Adenosylmethionin (SAM, 11) zu
Methionin (12) und dem 5’-Desoxyadenosylradikal (13).
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Durch bioinformatische Analysen der Genome wurden
bis jetzt fast 3000 Mitglieder der SAM-Radikalenzymfamilie
entdeckt.[30] Das aus SAM gebildete 13 ist außer an der Ak-
tivierung der Glycylradikalenzyme noch an einer großen Zahl
von Enzymaktivierungen, tRNA-Reifungen und Biosynthe-
sen von Coenzymen beteiligt.[30] Beispiele sind die Biosyn-
thesen der aktiven Zentren der Enzyme [FeFe]-Hydrogenase,
Nitrogenase und Sulfatase, sowie die der Cofaktoren Biotin,
Thiamin, Protoporphyrin und Molybdopterin. Alle diese
Reaktionen sind irreversibel und f�hren zu 5’-Desoxyadeno-
sin, das abgebaut werden muss. Nur zwei Ausnahmen sind
bekannt, die Sporen-Photoprodukt-Lyase, ein DNA-Repa-
raturenzym (siehe Abschnitt 3.2), und a-Lysin-2,3-Ami-
nomutase, die den ersten Schritt bei der Fermentation von
(S)-a-Lysin zu Ammonium, Acetat und Butyrat im anaero-
ben Bakterium Clostridium subterminale vermittelt (Sche-
ma 5).[31] In beiden Enzymen wird das Radikal nach jedem

Umsatz regeneriert. Das Radikal ist in der Lage, sowohl ein
nichtaktiviertes Wasserstoffatom vom b-Kohlenstoffatom des
a-Lysins (14) als auch ein aktiviertes Wasserstoffatom vom
Kohlenstoffatom des Produkts (S)-b-Lysin (15) zu abstrahie-
ren. Die wandernde Aminogruppe ist dabei an Pyridoxal-5’-
phosphat gebunden.[4] Das durch die Carboxygruppe stabili-
sierte Radikal am a-Kohlenstoffatom des b-Lysins kann
EPR-spektroskopisch leicht detektiert werden.[32]

Interessanterweise wird 15 (Schema 5) weiter zu (3S,5S)-
3,5-Diaminohexans�ure (16) umgesetzt, wobei die Amino-
gruppe, ebenfalls an Pyridoxal-5’-phosphat gebunden, von
der e- zur d-Position geschoben wird. Zwar scheint diese
Reaktion, die von der b-Lysin-5,6-Aminomutase katalysiert
wird, der oben erw�hnten 2,3-Aminogruppenwanderung zu
gleichen, allerdings ist Coenzym B12 und nicht SAM der Ge-
nerator des 5’-Desoxyadenosylradikals (13).[33] Coenzym B12,
auch Adenosylcobalamin genannt, enth�lt eine kovalente
Cobalt-Kohlenstoff-Bindung, die auch bei Bindung des Co-
faktors an das Enzym stabil bleibt. Erst nach Zugabe des
Substrats findet eine Homolyse zu Radikal 13 und
Cob(II)alamin statt. Nach jedem Umsatz wird die Cobalt-
Kohlenstoff-Bindung regeneriert, wie im Schema 6 f�r die
reversible Kohlenstoffger�stumlagerung von (S)-Glutamat
(17) zu (2S,3S)-3-Methylaspartat (21) gezeigt ist. Im ersten
Schritt der von Glutamat-Mutase katalysierten Reaktion
abstrahiert Radikal 13 stereospezifisch das 4-HSi-Atom von
Glutamat. Das resultierende Substratradikal 18 koppelt im
Austausch mit dem ungepaarten Elektron von Cob(II)alamin
(exchange coupling), wie EPR-spektroskopisch festgestellt
wurde.[34] Radikal 18 fragmentiert zum Glycinradikal und

Acrylat (19), die zum Methylenaspartatradikal (20) rekom-
binieren. Abschließend wird das anfangs abstrahierte Was-
serstoffatom an das Methylenradikal 20 zur�ckgegeben, wo-
bei Produkt 21 entsteht und Radikal 13 regeneriert wird. 13
vereint sich mit Cob(II)alamin zu Adenosylcobalamin.[35,36]

Die weit verbreitete Coenzym-B12-abh�ngige Kohlenstoffge-
r�stumlagerung von (R)-Methylmalonyl-CoA zu Succinyl-
CoA kommt in Archaeen, Bakterien und tierischen Mito-
chondrien vor.[37]

Coenzym B12 hat den Vorteil, dass es wesentlich weniger
sauerstoffempfindlich als die Glycylradikalenzyme und das
[4Fe-4S]-Cluster/SAM-System ist. Außerdem gibt es zu Co-
enzym B12 bei den „schwierigen“ reversiblen Kohlenstoffge-
r�stumlagerungen und Aminogruppenwanderungen, die �ber
hochreaktive Methylenradikale verlaufen, keinen alternati-
ven Radikalgenerator. Man vermutet deshalb, dass bei diesen
Reaktionen Cob(II)alamin nicht als Zuschauer (spectator)
wirkt, sondern aktiv Radikale stabilisiert (conductor).[38,39]

Die „einfachere“ irreversible Dehydratisierung von Glycerin
wird dagegen sowohl von einem Coenzym-B12-abh�ngigen
Enzym[40] als auch von einem Glycylradikalenzym[41] kataly-
siert (Schema 7). Das Radikal – 13 oder GRE-SC – entfernt ein
Wasserstoffatom am Nachbarkohlenstoffatom der wandern-
den Hydroxygruppe. Deprotonierung von Radikal 24 liefert
das Ketylradikal 25, das die benachbarte Hydroxygruppe zum
Enoxyradikal 26 eliminiert. Wasseraddition f�hrt zum reak-
tiveren Radikal 27, das in der Lage ist, sich das Wasserstoff-
atom von 5’-Desoxyadenosin oder GRE-SH (R-H in Sche-

Schema 5. Die beiden ersten Schritte der anaeroben Lysin-
fermentation.

Schema 6. Vorgeschlagener Fragmentierungsmechanismus der
Glutamat-Mutase im anaeroben Bakterium Clostridium cochlearium.

Schema 7. Vorgeschlagener Mechanismus der Glycerin-Dehydratase.
RC ist entweder das Thiylradikal von GRE-SC oder das Radikal 13 aus
Coenzym B12. Alternativ dazu k�nnte 24 direkt zu 27 umlagern.[42]
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ma 7) zur�ckzuholen. Dadurch werden die Radikale 13 und
GRE-SC regeneriert. Abschließend dehydratisiert das gem-
Diol 28 zu 3-Hydroxypropanal (23).

Eine faszinierende Radikalreaktion ist die Reduktion der
Ribonucleotide (29) zu 2’-Desoxyribonucleotiden (30), den
DNA-Bausteinen (Schema 8). Es gibt vier Klassen von En-

zymen, die diese Reaktion katalysieren. Sie haben verwandte
Kristallstrukturen, unterscheiden sich aber in der Erzeugung
des Thiylradikals im aktiven Zentrum.[43] Klasse Ia, die so-
wohl im Menschen als auch im aerob lebenden E. coli vor-
kommt, hat ein zweikerniges Eisenzentrum, das Sauerstoff
aktiviert und ein Tyrosylradikal bildet, das erste stabile Ra-
dikal, das in biologischen Systemen entdeckt wurde.[44] Bei
Substratzugabe induziert das Radikal �ber eine Distanz von
40 � die Bildung des Thiylradikals, wobei eine Staffel von
Tyrosinresten als Elektronenleiter wirkt.[45] Diese große
Entfernung ist wahrscheinlich notwendig, um das empfindli-
che Thiylradikal vor Sauerstoff zu sch�tzen. Im Enzym aus
dem Bakterium Chlamydia trachomatis (Klasse Ib) ist ein
Eisen- durch ein Manganatom ersetzt, und das Tyrosylradikal
fehlt. Offensichtlich �bernimmt das Manganzentrum die
Funktion des Tyrosylradikals.[46] Klasse II nutzt Coenzym B12

als Radikalgenerator,[47] und Klasse III ist ein Glycylradikal-
enzym.[48] �hnlich wie Glycerin-Dehydratase (Schema 7;
22!26), sind die ersten Schritte der Reduktion von Ri-
bonucleotiden die Entfernung des 3’-Wasserstoffatoms durch
das Thiylradikal[49] und Deprotonierung der 3’-OH-Gruppe.
Das gebildete Ketylradikal eliminiert die 2’-OH-Gruppe,
gefolgt von zwei Einelektronenreduktionen �ber ein Disul-
fidradikalanion,[50] die das Produktradikal liefern. Die ab-
schließende R�ckkehr des 3’-Wasserstoffatoms regeneriert
das Thiylradikal.

3. Rezyklierung von Elektronen durch Enzyme

Abschnitt 2 hat gezeigt, dass die Bildung von Radikalen
entweder Sauerstoff oder komplexe Cofaktoren wie S-Ade-
nosylmethionin oder Coenzym B12 ben�tigt. Die Glycylradi-
kalenzyme, die reversiblen SAM-Radikalenzyme und die
Coenzym-B12-abh�ngigen Enzyme regenerieren das Radikal
nach jedem Umsatz (Schemata 3, 6, 7 und 16). Eine Alter-
native ist die Addition eines energiereichen Elektrons an eine
Carbonylgruppe, die ein Ketylradikal erzeugt, das die Kata-
lyse in Zweielektronenschritten erm�glicht und das Elektron
f�r den n�chsten Umsatz wieder bereitstellt. Die 2-Hydro-
xyacyl-CoA-Dehydratasen[51] und die DNA-Photolyasen[52–54]

nutzen diesen Mechanismus.

3.1. 2-Hydroxyacyl-CoA-Dehydratasen

Einige anaerobe Bakterien der Ordnung Clostridiales und
der Gattung Fusobacterium sind in der Lage, anstelle von
Zuckern a-Aminos�uren zu fermentieren. Dieser Prozess
wird allgemein als Stickland-Reaktion bezeichnet.[55] Enzyme
dieser Bakterien oxidieren und decarboxylieren eine Ami-
nos�ure �ber die entsprechende 2-Oxos�ure zu einem „ener-
giereichen“ CoA-Thioester, der �ber ein Acylphosphat
(Substratstufenphosphorylierung) zur Bildung von Adeno-
sintriphosphat (ATP) f�hrt. Die Elektronen akzeptierenden
Coenzyme werden regeneriert, indem eine andere oder die
gleiche Aminos�ure zu einer kurzkettigen Fetts�ure reduziert
wird (Schema 9).

Zur Reduktion der Aminos�uren, z.B. l-Leucin (32) zu
Isocaproat (34), muss die Aminogruppe aus der a-Position
zusammen mit einem b-Wasserstoffatom, das außer im Fall
von Aspartat nicht acide ist (pKS� 40), eliminiert werden.
F�r diese schwierige Reaktion wird die Aminos�ure im Hy-
droxys�ureweg, der in strikt anaeroben Bakterien im
menschlichen Darm vorkommt, zun�chst zum Ammonium-
ion und zur 2-Oxos�ure oxidiert, um anschließend zur (R)-2-
Hydroxys�ure reduziert zu werden. Der Transfer des CoAS�-
Ions eines Acyl-CoA-Molek�ls auf die (R)-2-Hydroxys�ure
liefert (R)-2-Hydroxyacyl-CoA (35 ; Schema 10), das in einer
syn-Konformation zu (E)-2-Enoyl-CoA (36) dehydratisiert
wird. Anschließend wird 36 zum ges�ttigten Acyl-CoA re-
duziert, und ein zweiter CoA-Transfer setzt die Fetts�ure frei.
In verschiedenen Organismen k�nnen �ber diesen Weg bis zu
12 der 20 in Proteinen vorkommenden Aminos�uren zu den
entsprechenden Fetts�uren mit dem gleichen Kohlenstoffge-
r�st wie die urspr�ngliche Aminos�ure reduziert werden.[56]

Das interessanteste Enzym dieses Wegs ist die 2-Hydro-
xyacyl-CoA-Dehydratase, bei deren Substrat genauso wie bei
der urspr�nglichen Aminos�ure das b-Wasserstoffatom nicht
aktiviert ist. Bis jetzt wurden vier dieser Enzyme charakteri-
siert, die folgende Reaktionen katalysieren:
1) (R)-Lactyl-CoA aus Alanin, Serin und Cystein zu Acrylo-

yl-CoA oder (R)-2-Hydroxybutyryl-CoA (2 ; Schema 1)
aus Methionin und Threonin zu Crotonyl-CoA (1);

2) (R)-2-Hydroxyglutaryl-CoA aus Glutamat, Glutamin und
Histidin zu (E)-Glutaconyl-CoA;

3) (R)-2-Hydroxyisocapryloyl-CoA aus Leucin zu 2-Iso-
caprenoyl-CoA (vermutlich das E-Isomer);

Schema 8. Reduktion von Ribonucleotiden. PP =Diphosphat.

Schema 9. Stickland-Reaktion bei der Fermentation der Aminos�uren
Valin (31) als Donor und Leucin (32) als Akzeptor zu Isobutyrat (33)
und Isocaproat (34).
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4) (R)-3-Phenyllactyl-CoA aus Phenylalanin zum CoA-
Thioester der (E)-Zimts�ure.

Phenyllactyl-CoA-Dehydratase katalysiert wahrschein-
lich auch die Dehydratisierung der 3-Aryllactyl-CoA-Deri-
vate aus Tyrosin und Tryptophan zu den entsprechenden 3-
Arylacryloyl-CoA-Derivaten, die nach Reduktion 3-Aryl-
propionate liefern. Alle diese Dehydratasen bestehen aus
zwei �ußerst sauerstoffempfindlichen Proteinen: einem ho-
modimeren Aktivator mit einem [4Fe-4S]-Cluster zwischen
den beiden Untereinheiten sowie der eigentlichen, heterodi-
meren Dehydratase mit je einem [4Fe-4S]-Cluster in den
beiden Untereinheiten. Die Kristallstruktur des Aktivator-
proteins aus dem anaeroben Bakterium Acidaminococcus
fermentans (2 � 27 kDa) zeigte, dass vier Cysteinreste, je zwei
von einer Untereinheit, den Cluster koordinieren, der zwi-
schen zwei Helices liegt, die einen Helix-Cluster-Helix-Win-
kel von 1058 bilden.[57] Jede Untereinheit enth�lt eine ATP-
Bindedom�ne, die mit denen der Acetat- und Zucker-Kina-
sen, des Hitzeschockproteins Hsp70 und des Actins verwandt
ist (ASKHA).[58] Die beiden [4Fe-4S]-Cluster der Dehydra-
tase sind wahrscheinlich �hnlich gebaut wie der Cluster der
Aconitase des Krebs-Zyklus[59] oder der Cluster in den SAM-
Radikalenzymen.[60] M�ßbauer-Spektroskopie der 2-Hydro-
xyisocaproyl-CoA-Dehydratase ergab zwei verschiedene Ei-
senspezies im Verh�ltnis 1:3. Daraus ist zu schließen, dass drei
Cysteinreste den Cluster �ber drei Eisenatome koordinieren,
w�hrend das vierte Eisenzentrum das Substrat bindet.[89]

Diese Daten und chemische Modellreaktionen (siehe
Abschnitt 4) f�hrten zu folgendem Mechanismus (Sche-
ma 10): Ferredoxin, ein starkes Reduktionsmittel in der an-
aeroben Zelle, oder die k�nstlichen Elektronendonoren TiIII-
Citrat und Dithionit reduzieren den [4Fe-4S]2+-Cluster des
Aktivatorproteins spontan zum [4Fe-4S]+-Cluster, der in
Gegenwart von 2 ATP und Mg2+ das Elektron weiter auf die
Dehydratase �bertr�gt (Schema 11). Eine direkte Oxidation
von Ferredoxin durch die Dehydratase ist vermutlich wegen
deren stark negativen Potentials nicht m�glich. Wahrschein-
lich ist dieser Transfer von einer großen Konformations�n-
derung begleitet. Der Helix-Cluster-Helix-Winkel von 1058

k�nnte sich bei ATP-Hydrolyse auf 1808 aufweiten, wobei
sich der Aktivatorcluster dem Cluster der Dehydratase soweit
n�hert, dass das Elektron �bertragen werden kann.[61] Diese
Hypothese k�nnte durch die Kristallstruktur des durch ADP-
AlF4

� stabilisierten Komplexes aus Aktivatorprotein und
Dehydratase �berpr�ft werden, allerdings sind die bisher
gewonnenen Kristalle noch nicht f�r eine R�ntgenstruktur-
analyse geeignet.[62]

Es wurde postuliert, dass das auf die Dehydratase �ber-
tragene Elektron die Thioester-Carbonylgruppe des Substrats
35 zum Ketylradikal 37 reduziert (Schema 10). Dieses Radi-
kal hat nucleophile Eigenschaften und eliminiert die be-
nachbarte Hydroxygruppe unter Bildung des Enoxyradikals
38.[63, 64] Diese Eliminierung erh�ht die Acidit�t des b-Was-
serstoffatoms um 26 Einheiten von pKS� 40 auf pKS� 14, wie
Rechnungen gezeigt haben.[65] Wie bei der 3-Hydroxyacyl-
CoA-Dehydratase (Crotonase)[66] l�sst die beobachtete syn-
Wasserabspaltung[67, 68] darauf schließen, dass die eliminierte
Hydroxygruppe die Base ist, die ein Proton in b-Stellung
abstrahiert.[69] Durch EPR-Spektroskopie konnte das dabei
gebildete allylische Ketylradikal (39, R = Isopropyl) identifi-
ziert werden, obgleich seine Konzentration nur etwa 1 % je-
ner des Enzyms betrug. Das EPR-Spektrum zeigte die er-
warteten Kopplungen des Radikals mit den beiden Wasser-
stoffatomen an C-3 und C-4, deren Substitution durch Deu-
terium das Spektrum vereinfachte. Mit Gefrierstopp-EPR-
Spektroskopie wurde die katalytische Kompetenz des Radi-
kals nachgewiesen; das Radikal wird mit der gleichen Ge-
schwindigkeit [(140� 30) s�1] gebildet, in der die Gesamtre-
aktion abl�uft (150 s�1).[51] Im abschließenden Schritt der
Dehydratisierung wird das Elektron wieder an das Enzym
zur�ckgegeben und das gebildete Produkt freigesetzt. Das
Elektron auf der Dehydratase ist jetzt f�r den n�chsten
Umsatz bereit. Nach etwa 104 Zyklen wird das Enzym inak-
tiviert, indem es wahrscheinlich ein zweites Elektron irre-
versibel auf das Substrat �bertr�gt. Ein weiterer „Schuss“ des
Aktivators gen�gt aber, um das Enzym wieder vollst�ndig zu
reaktivieren.[70]

Dieser Mechanismus erinnert zum Teil an jenen der Ni-
trogenase, die die Reduktion von Distickstoff zu Ammonium
und Wasserstoff in vielen Archaeen und Bakterien katalysiert
[Gl. (1)]. Nitrogenase ist ein Zweikomponenten-Enzymsys-

N2 þ 8 e� þ 10 Hþ þ 16 ATPþ 16 H2O

! 2 NH4
þ þH2 þ 16 ADPþ 16 Phosphat

ð1Þ:

tem aus dem Eisenprotein, das dem Aktivatorprotein der 2-
Hydroxyacyl-CoA-Dehydratasen �hnelt, und dem Eisen-
Molybd�n-Protein, an dem N2 reduziert wird. Unter Hydro-
lyse von zwei ATP-Molek�len pro Elektron �bertr�gt das
Eisenprotein die acht Elektronen einzeln auf das Eisen-Mo-

Schema 10. Vorgeschlagener Mechanismus der syn-Dehydratisierung
von (R)-2-Hydroxyacyl-CoA (35) zu (E)-2-Enoyl-CoA (36); R = H, CH3,
CH2�COO� , Phenyl oder Isopropyl; ADP= Adenosindiphosphat;
Pi = Phosphat.

Schema 11. Aktivierung der 2-Hydroxyacyl-CoA-Dehydratase durch Elek-
tronentransfer. Die Zahlen in Klammern sind die ungef�hren Redoxpo-
tentiale (E8’) gegen�ber der Normalwasserstoffelektrode.
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lybd�n-Protein.[71] Obwohl das Eisenprotein phylogenetisch
nicht mit dem Aktivatorprotein der 2-Hydroxyacyl-CoA-
Dehydratasen verwandt ist, enth�lt es ebenfalls einen [4Fe-
4S]-Cluster zwischen den beiden identischen Untereinheiten,
die einen �hnlichen Helix-Cluster-Helix-Aufbau mit einem
Winkel von 1508 haben. In der Kristallstruktur des mit ADP-
AlF4

� stabilisierten Komplexes der beiden Nitrogenasepro-
teine betr�gt der Winkel beinahe 1808, wahrscheinlich ebenso
wie beim Elektronentransfer.[72]

Phylogenetisch verwandt zu den 2-Hydroxyacyl-CoA-
Dehydratasen ist die Benzoyl-CoA-Reduktase, die die Bil-
dung von Cyclohexancarboxy-CoA (41; Schema 12) kataly-

siert. Dabei verwendet sie zwei Elektronen von Ferredoxin
sowie zwei Protonen, die in einer anti-Konfiguration an den
aromatischen Ring addiert werden.[73, 74] Wahrscheinlich re-
duziert das erste Elektron unter Hydrolyse von zwei ATP-
Molek�len die Thioester-Carbonylgruppe von Benzoyl-CoA
(40) zu einer Ketylradikal-Zwischenstufe, wobei das erste
Proton in der para-Position addiert. Anschließend reduziert
das zweite Elektron das intermedi�re Enoxyradikal zum
Enolat, das schließlich in der meta-Position zu 41 protoniert
wird. Der Enzymkomplex aus dem fakultativen anaeroben
Bakterium Thauera aromatica besteht aus vier Unterein-
heiten, von denen zwei dem Aktivatorprotein mit einem [4Fe-
4S]-Cluster und die beiden anderen der Dehydratase mit zwei
[4Fe-4S]-Clustern �hneln. Ungeachtet dieser strukturellen
und funktionellen Gemeinsamkeiten ben�tigen Nitrogenase
und Benzoyl-CoA-Reduktase die Elektronen in st�chiome-
trischen Mengen, die nicht wie bei den 2-Hydroxyacyl-CoA-
Dehydratasen wiederverwertet werden k�nnen.

Interessanterweise wird Wasser an Crotonyl-CoA (1)
unter Bildung von 4-Hydroxybutyryl-CoA (4) nach einem
Mechanismus addiert, der entgegengesetzt zur Hydratisie-
rung zu 2-Hydroxybutyryl-CoA (2) verl�uft (Schemata 1 und
13): Hier wird das allylische Ketylradikal 42 durch eine Ein-
elektronenoxidation und zwei stereospezifische Deprotonie-
rungen erzeugt.[26,75] Das homotetramere Enzym aus Clostri-
dium aminobutyricum enth�lt in jeder Untereinheit ein
Molek�l Flavin-Adenin-Dinucleotid (FAD) sowie einen
[4Fe-4S]2+-Cluster, der durch drei Cysteinreste und einen
Histidinrest koordiniert ist. Sehr wahrscheinlich bindet die
Hydroxygruppe von 4-Hydroxybutyryl-CoA an den [4Fe-
4S]2+-Cluster und ersetzt den Histidinrest, der dann ein Pro-
ton in a-Stellung abstrahiert.[76] Das entstandene Enolat wird
durch FAD oxidiert und deprotoniert. EPR-Spektroskopie
identifizierte das FADHC-Semichinon, w�hrend die Substrat-
oder Produktradikale noch keinem Signal zugeordnet werden

konnten.[77] Das gebildete Zwischenprodukt 42 eliminiert die
Hydroxygruppe zum Dienoxyradikal, das mit FADHC wieder
reduziert und an C-4 zum Produkt 1 protoniert wird. Ste-
reospezifische Markierung von 4 an C-4 mit Deuterium und
Tritium f�hrte nach Dehydratisierung zur chiralen Methyl-
gruppe von 1, deren stereochemische Analyse eine Retention
bei der Substitution der Hydroxygruppe durch ein Wasser-
stoffatom ergab.[75]

3.2. DNA-Photolyase

Bei Bestrahlung von DNA mit UV-B-Licht (290–320 nm)
bilden zwei benachbarte Thymidinreste (43 ; Schema 14) ein
Cyclobutan-Pyrimidindimer (CPD, 44) durch [2+2]-Cyclo-

photoaddition. DNA-Photolyase repariert diesen Schaden
mit blauem Licht (350–450 nm) in einer Radikalreaktion.[52,53]

Das Enzym aus Escherichia coli enth�lt Methylen-
tetrahydrofolat (CH2=FH4) und FAD als prosthetische
Gruppen. Zur Katalyse muss das FAD im reduzierten, anio-
nischen Zustand (FADH�) vorliegen, der fast kein blaues
Licht absorbiert. Die Lichtantenne CH2=FH4 (lmax = 380 nm)
�bertr�gt die Energie eines Photons auf FADH� , das dadurch
in den angeregten Zustand, FADH�*, �berf�hrt wird. Bei
Bindung der Lyase an die Schadstelle der DNA klappt das
CPD in das aktive Zentrum hinein.[78] Nun �bertr�gt
FADH�* das energiereiche Elektron auf das CPD, wobei sich

Schema 12. Reduktion von Benzoyl-CoA (40) zu Cyclohexadiencarboxy-
CoA (41).

Schema 13. Vorgeschlagener Mechanismus der Wasserabspaltung aus
4-Hydroxybutyryl-CoA (4) zu Crotonyl-CoA (1).

Schema 14. Bildung und Spaltung des CPD-Schadens (44) in der DNA.

W. BuckelKurzaufs�tze

6916 www.angewandte.de � 2009 Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim Angew. Chem. 2009, 121, 6911 – 6920

http://www.angewandte.de


ein Ketylradikal in Nachbarschaft des Cyclobutanrings (45)
bildet. �hnlich wie bei 2-Hydroxyacyl-CoA-Dehydratasen
kann das Ketylradikal als Nucleophil wirken, das die 5-5’- und
6’-6-Bindungen des Cyclobutanrings spaltet, wobei ein reso-
nanzstabilisiertes Ketylradikal und ein wiederhergestellter
Thymidinrest (46) entstehen. Abschließend kehrt das Elek-
tron zum kurzlebigen FADHC-Semichinon zur�ck, liefert den
zweiten wiederhergestellten Thymidinrest und regeneriert
FADH� . Jetzt kann ein Photon das Elektron wieder f�r die
n�chste Umsetzung anregen.

Ein �hnlicher Mechanismus spaltet den (6-4)-Schaden
(47; Schema 15) in der DNA.[54] Wieder stellt FADH�* ein
energiereiches Elektron zur Verf�gung, das den Schaden in

Zweielektronenschritten repariert. Dabei wird der Sauerstoff
ohne Austausch mit dem L�sungsmittel �bertragen. Der
Schaden entsteht durch [2+2]-Cyclophotoaddition der 5’-6’-
Doppelbindung des einen Thymidinrestes an die C-4-Carbo-
nylgruppe der anderen Base, wahrscheinlich �ber einen
viergliedrigen Oxetanring als Zwischenstufe.

Somit gleichen sich die Mechanismen der Photolyasen
und der 2-Hydroxyacyl-CoA-Dehydrasen in vielerlei Hin-
sicht: Ein energiereiches Elektron bildet ein Substrat-Ketyl-
radikal, das in einer m�glicherweise konzertierten Reaktion
ins Produkt-Ketylradikal �berf�hrt wird, w�hrend das Elek-
tron wieder f�r die n�chste Umsetzung zur Verf�gung steht.
Nur in einer Hinsicht unterscheiden sich die Mechanismen:
W�hrend die Photolyasen f�r jeden Reaktionszyklus ein
Photon verbrauchen, k�nnen die Dehydratasen das Elektron
ohne jeglichen zus�tzlichen Energieeintrag 104-mal wieder-
verwenden. Bei der Photolyase ist die Energiedifferenz zwi-
schen den beiden Radikalen 45 und 46 f�r eine Elektronen-
rezyklierung im Dunklen wahrscheinlich zu hoch. Anderer-
seits k�nnte auch die Lebensdauer von FADH�* nicht aus-
reichen, um die Zeit zu �berbr�cken, die das Enzym zum
Auffinden eines weiteren Schadens auf der DNA ben�tigt.

Die Bestrahlung der trockenen DNA in bakteriellen
Sporen mit UV-B-Licht f�hrt nicht zu einem CPD, sondern
zur radikalischen Addition der Methylgruppe eines Thymi-
dinrestes an die Doppelbindung des benachbarten Thymi-
dinrestes, einem Schaden, der als Sporenphotoprodukt (48 ;
Schema 16) bezeichnet wird.[79] Zur Reparatur dieses Scha-
dens ben�tigt die Sporenphotoprodukt-Lyase das 5’-Desoxy-
adenosinradikal aus SAM (13 ; Schema 4), das ein Wasser-
stoffatom von 48 abstrahiert, wobei Radikal 49 entsteht, das
zum Thymidin und dem Thymidinradikal fragmentiert (vgl.
Mechanismus der Glutamat-Mutase; Schema 6). Das Thy-
midinradikal abstrahiert wieder ein Wasserstoffatom der
Methylgruppe des transient gebildeten 5’-Desoxyadenosins,

wobei der zweite Thymidinrest wiederhergestellt wird und 13
regeneriert wird.[80] Somit wird bei dieser Reaktion nicht das
Elektron, sondern das Radikal wiederverwertet. Zudem ist
die Fragmentierung von 49!50 eine Radikalreaktion, w�h-
rend die Bindungsspaltungen in den Photolyasen sehr wahr-
scheinlich in Zweielektronenschritten ablaufen.

3.3. Weitere Elektronen rezyklierende Enzyme

Bei der Methanogenese und der anaeroben Methanoxi-
dation mit Sulfat verl�uft die reversible Bildung von Methan
aus Methyl-S-CoM und CoB-SH (Co = Coenzym), die von
der Methyl-CoM-Reduktase katalysiert wird, sehr wahr-
scheinlich �ber Radikale.[81] Dabei wird das Elektron von NiI

im Porphyrinoid-Cofaktor F430 bei jedem Katalysezyklus
wieder verwendet. Ein anderes Beispiel ist die FMNH2 (re-
duziertes Riboflavin-5’-phosphat) ben�tigende Chorismat-
Synthase, die die anti-1,4-Eliminierung von Phosphat aus 5-
Enolpyruvylshikimat-3-phosphat katalysiert, wobei das
nichtaktivierte 6Re-Wasserstoffatom entfernt werden
muss.[82, 83] Im plausibelsten Mechanismus dieses Schl�sselen-
zyms der Arenbiosynthese �ber den Shikimis�ure-Weg wird
ein Elektron von FMNH2 auf die Doppelbindung �bertragen,
wobei das entstandene Radikalanion das Phosphat eliminiert.
Das gebildete Allylradikal senkt den pKS-Wert des 6Re-
Wasserstoffatoms soweit, dass dieses von einer Base des En-
zyms entfernt werden kann. Abschließend wird das allylische
Ketylradikal vom kurzlebigen FMNHC zum Produkt Choris-
mat oxidiert.[84, 85] Da beide Mechanismen noch umstritten
sind, soll hier von einer ausf�hrlicheren Beschreibung abge-
sehen werden.

4. Rezyklierung von Elektronen in der organischen
Synthese

Eine Modellreaktion, die dazu beitrug, den Mechanismus
der 2-Hydroxyacyl-CoA-Dehydratasen zu formulieren, war
die Reduktion von a-Hydroxyketonen mit Einelektronen-
donoren wie metallischem Zink in Essigs�ure, CrII oder Di-
thionit.[86] Diese Reduktion verl�uft wahrscheinlich �ber ein

Schema 15. Bildung und Spaltung des (6-4)-Schadens (47) in der
DNA.

Schema 16. Bildung und Spaltung des Sporenphotoprodukts Thymid-
indimer (48) in der DNA.
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Ketylradikal, das als Nucleophil die nachbarst�n-
dige Hydroxygruppe eliminiert. Das zweite Elek-
tron reduziert anschließend das kurzlebige En-
oxyradikal zum unsubstituierten Keton. K�rzlich
wurden zwei Beitr�ge ver�ffentlicht, die die An-
wendung von Licht zur Erzeugung von Ketylradi-
kalen in der organischen Synthese beschreiben.[7, 8]

Die intramolekulare [2+2]-Cycloaddition eines
Bis(enons) 51 (Schema 17) zu einem Cyclobutan 52
erinnert an die Bildung und Zerlegung von
Thymindimeren (44, CPD; Schema 14). Organi-
sche Radikale oder der Elektronentransfer an ei-
ner Kathode induzieren die Cycloaddition, die
�ber resonanzstabilisierte Ketylradikale ver-
l�uft.[87] Ischay et al. nutzten [Ru(bipy)3]Cl2 (bipy =

2,2’-Bipyridin) als Photokatalysator in Acetoni-
tril.[7] Bestrahlung dieses Chromophors mit sicht-
barem Licht (lmax = 452 nm) liefert den angeregten
Zustand, [Ru(bipy)3]

2+*, der das terti�re Amin
iPr2NEt zum Radikalkation iPr2NEt+C oxidiert. Das
so gebildete, starke Reduktionsmittel [Ru(bipy)3]

+

�bertr�gt ein Elektron auf das Bis(enon), das zu einem ally-
lischen Ketylradikal 53 reduziert wird. Dieses wird zus�tzlich
durch den Phenylsubstituenten und Li+ der ben�tigten Lewis-
S�ure LiBF4 stabilisiert. Nach der Cycloaddition zu 54, die
mit hoher Ausbeute und Diastereoseletivit�t abl�uft, schließt
das Elektron durch Reduktion des Radikalkations iPr2NEt+C

zum neutralen Amin den Katalysezyklus.
Der zweite Beitrag, von Nicewicz and MacMillan, be-

schreibt eine zwar kompliziertere, aber allgemeiner an-
wendbare Synthese, bei der ein rezykliertes Elektron die
enantioselektive a-Alkylierung von aliphatischen Aldehyden
mit a-Bromcarbonylverbindungen katalysiert (Schema 18).[8]

Zus�tzlich zum schon erw�hnten [Ru(bipy)3]
+ ben�tigt die

Reaktion das chirale Imidazolidinon 55 als Organokatalysa-
tor. 55 kondensiert mit dem Aldehyd zum Enamin 56, das als
Radikalakzeptor wirkt. [Ru(bipy)3]

+ reduziert die Bromcar-
bonylverbindung 57 �ber ein Ketylradikal zum Enoxyradikal
58, das stereospezifisch an die offene Si-Seite der Doppel-
bindung in 56 addiert. Das dabei gebildete [Ru(bipy)3]

2+

oxidiert das neue Radikal 59 zum Enamin 60 und regeneriert
[Ru(bipy)3]

+ f�r den n�chsten Umsatz. Die abschließende
Hydrolyse von 60 liefert das hochangereicherte R-Enantio-
mer des alkylierten Aldehyds 61 sowie regeneriertes 55. Zum
Beispiel reagiert Octanal unter Bestrahlung mit einer fluo-
reszierenden 125-W-Lichtquelle binnen sechs Stunden bei
25 8C mit a-Bromacetophenon (57) in Gegenwart von Lutidin
in DMF zu (R)-2-(2-Oxo-2-phenylethyl)octanal (61; 84%
Ausbeute, 95% ee). So vereint ein zweifacher Einelektro-
nentransfer zwei Zyklen. Der Photoredoxzyklus „leiht“ ein
Elektron dem organokatalytischen Zyklus („lending an
electron“),[88] in dem ein Radikal erzeugt wird, das stereo-
spezifisch an die Doppelbindung des Enamins addiert. Da-
nach bekommt der Photoredoxzyklus das Elektron zur�ck.

Diese aufregende Synthese setzt auf das gleiche Prinzip,
das die Natur wahrscheinlich schon drei Milliarden Jahre
fr�her erfunden hat. Katalyse durch ein rezykliertes Elektron
oder durch Ausleihen eines Elektrons ist ein bisher wenig
bekanntes Prinzip in der Enzymologie und ein neues Hilfs-
mittel in der „gr�nen“ organischen Synthese.
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Gutachtern f�r die Hilfe bei der Erstellung des Manuskripts.
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