
Funktionelle Proteinstrukturen
DOI: 10.1002/ange.201003495
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Albumin (human serum albumin, HSA) ist das h�ufigste
Protein im menschlichen Blutplasma und dient als Trans-
portprotein f�r viele endogene Substanzen und Wirkstoffe.[1,2]

Seine F�higkeit zur Bindung und zum Transport von Fett-
s�uren (fatty acids, FA) war Gegenstand umfangreicher Stu-
dien.[3, 4] Untersuchungen an HSA waren durch die Komple-
xit�t des Proteins erschwert, profitierten dann aber von der
Verf�gbarkeit hochaufgel�ster Kristallstrukturen. Die erste
Kristallstruktur von HSA wurde vor fast 20 Jahren durch He
und Carter bestimmt,[5] und mittlerweile ist eine Vielzahl von
HSA-Kristallstrukturen in der Protein Data Bank hinterlegt.

Noch wichtiger f�r das Verst�ndnis der Bindungseigen-
schaften dieses Proteins sind Cokristallstrukturen von HSA-
Komplexen mit den transportierten Molek�len. Vor allem
den bahnbrechenden Arbeiten von Curry et al. ist es zu ver-
danken, dass heute eine Vielzahl von Kristallstrukturen von
HSA-Fetts�ure-Komplexen verf�gbar ist.[6–8] Die Kristall-
strukturen zeigen, dass die Fetts�uremolek�le hochgradig
unsymmetrisch im Proteinkristall verteilt sind, obwohl HSA
selbst eine symmetrische Prim�r- und Sekund�rstruktur hat.
F�r langkettige Fetts�uren wurden bis zu sieben verschiedene
Bindungsstellen in HSA gefunden, von denen die meisten
eine ionische Ankergruppe und lange, hydrophobe Kavit�ten
aufweisen.[8, 9] Die Positionen der zwei bis drei Bindungsstel-
len mit hoher Affinit�t f�r Fetts�uren[3, 10] wurden durch
Korrelation der Kristallstruktur mit den Befunden aus NMR-
Untersuchungen zur Verdr�ngung von 13C-markierten Fett-
s�uren durch konkurrierende Wirkstoffmolek�le be-
stimmt.[11, 12] Die Bindungsstellen 2, 4 und 5 binden Fetts�uren
mit einer hohen Affinit�t, w�hrend die Bindungsstellen 1, 3, 6
und 7 eine etwas geringere Affinit�t f�r Fetts�uren zeigen
(Abbildung 1a).

In einem allgemeineren Kontext wird schon seit langem
eine Debatte dar�ber gef�hrt, in welchem Umfang Protein-
kristallstrukturen die dynamischen und funktionellen Struk-
turen von Proteinen in L�sung widerspiegeln. Offensichtliche
Diskrepanzen zwischen kristallographischen Daten und Er-

gebnissen von Methoden, die Proteine in L�sung charakte-
risieren (z. B. NMR- und andere Spektroskopiearten sowie
Neutronenstreuung), oder von Simulationen der Molek�ldy-
namik heizen diese Debatte immer wieder an. Des Weiteren
setzt sich immer st�rker die Erkenntnis durch, dass die Dy-
namik eines Proteins in L�sung eng mit seiner biologischen
Funktion verkn�pft ist. J�ngere NMR-Studien zeigen, dass
viele Proteine eine ausgepr�gte dynamisch-konformative
Flexibilit�t aufweisen, die sich auf ihre Funktion aus-
wirkt.[13–15]

In diesem Zusammenhang merken wir an, dass die ober-
fl�chennahen Teile von HSA ein hohes Maß an Flexibilit�t
aufweisen und dies ein Schl�ssel zu den vielseitigen Bin-
dungseigenschaften des Proteins gegen�ber einer Vielzahl
von Molek�len ist. Schon in den 1950er Jahren entwickelte
Karush ein Konzept, das diese „konformative Adaptivit�t“
der Bindungsstellen ber�cksichtigt.[16, 17] Des Weiteren wurde
ein Modell entwickelt, das die konformative Entropie auf-
grund der Flexibilit�t der Fetts�urealkylketten ber�cksich-
tigt.[18]

Abbildung 1. a) Kristallstruktur (PDB 1e7i) von HSA im Cokristall mit
sieben Stearins�uremolek�len.[8] Blau: C, rot: O, gr�n: Proteinger�st.
b) Strukturformeln der EPR-aktiven Molek�le 16-Doxylstearins�ure (16-
DSA) und 5-Doxylstearins�ure (5-DSA).
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Das Ziel dieser Studie war die Aufkl�rung der funktio-
nellen Struktur des fetts�urebeladenen HSA aus dem Blick-
winkel der gebundenen Fetts�uremolek�le. Erreicht wurde
dies mittels Elektronenspinresonanz(EPR)-Spektroskopie an
spinmarkierten Fetts�uren, die aufgrund der eingebundenen
stabilen Nitroxidradikale EPR-aktiv sind. Mit dieser Metho-
de gelingt es, die Verteilung der FA-Bindungsstellen ohne
einen Beitrag des komplexen Proteins zu detektieren (Ab-
bildung 1) – vielmehr werden die Strukturinformationen �ber
die Abstandsverteilungen zwischen den Fetts�uren in der
eingefrorenen L�sung gewonnen. Die Abstandsverteilungen
(im Bereich einiger Nanometer) werden durch Elektron-
Elektron-Doppelresonanz (DEER) erhalten, eine Puls-EPR-
Methode, die sich die inh�rente Abstandsabh�ngigkeit dipo-
larer Kopplungen zwischen ungepaarten Elektronenspins
zunutze macht.[19–21] In den letzten Jahren wurde DEER in
zunehmendem Maße f�r Strukturuntersuchungen sowohl
synthetischer[22, 23] als auch biologischer Systeme[24] genutzt,
insbesondere von (Membran-)Proteinen und Nukleins�u-
ren.[25–28]

Um Abstandsinformationen von verschiedenen Positio-
nen entlang der Fetts�ure-Alkylkette in den jeweiligen Bin-
dungsstellen zu erhalten, wurden Fetts�uren mit unter-
schiedlichen Markerpositionen verwendet. Das ungepaarte
Elektron von 5-Doxylstearins�ure (5-DSA) befindet sich
nahe der Carboxy-Ankergruppe, w�hrend es sich im Fall von
16-DSA nahe dem Alkylkettenende befindet (Abbil-
dung 1b). Daher k�nnen Informationen sowohl �ber die
Verteilung der Ankergruppen im Protein als auch �ber die
Verteilung der Zug�nge zu den vom Protein gebildeten
Fetts�urekan�len erhalten werden.

Alle unsere Experimente erfordern die Zugabe von bis zu
sieben Fetts�uren je HSA-Molek�l, damit alle Bindungsstel-
len im Protein besetzt werden. Um Artefakte zu vermeiden
und um eine quantitative Interpretierbarkeit der Daten zu
gew�hrleisten, ist es von Nutzen, die Zahl an EPR-aktiven,
spinmarkierten Fetts�uren auf zwei je Proteinmolek�l zu
beschr�nken. Auf diese Weise k�nnen Komplikationen auf-
grund von Multispineffekten vermieden werden.[29] Durch
eine simultane Zugabe von diamagnetischen Fetts�uren l�sst
sich der Beladungsgrad von HSA in solchen spinverd�nnten
Systemen variieren, da die diamagnetischen Fetts�uren die
gleichen Bindungsstellen wie DSA besetzen, ohne jedoch
EPR-aktiv zu sein. Bei einer geeigneten Abstimmung des
Verh�ltnisses der diamagnetischen FA und der DSA werden
dann zwei Bindungsstellen, die statistisch unter allen Bin-
dungsstellen verteilt sind, von EPR-aktiven Molek�len be-
setzt. Eine artefaktfreie Abstandsverteilung mit einem kom-
pletten Satz von Abst�nden aller Fetts�ure-Bindungsstellen
kann somit erhalten werden.

Die diamagnetischen FA wurden durch Reduktion der
entsprechenden DSA zum EPR-inaktiven Hydroxylamin
(rDSA) erzeugt (Hintergrundinformationen, Abschnitt S0).
Die erhaltenen Molek�le sind strukturell eng verwandt mit
der paramagnetischen DSA, und mittels CW-EPR-Spektro-
skopie wurden vergleichbare Bindungsaffinit�ten best�tigt
(Abschnitt S2). Vergleichbare Ergebnisse wurden auch mit
Stearins�ure als spinverd�nnender Spezies erzielt (Ab-
schnitt S0).

Vor Durchf�hrung der Abstandsmessungen musste ge-
pr�ft werden, dass die spinmarkierten FA (5-DSA und 16-
DSA) und ihre diamagnetischen Analoga (rDSA) an HSA
gebunden hatten (Abschnitt S1). Dies gelang anhand der
CW-EPR-Signaturen der gebundenen und freien DSA, die
zeigen, dass bei HSA-FA-Verh�ltnissen von bis zu 1:6 mehr
als 99% aller Fetts�uren mit dem Protein komplexiert sind.
Dies beweist eine weitgehend quantitative Aufnahme beider
DSA-Arten und best�tigt ferner, dass die Fetts�ureaufnahme
nicht durch die Spinmarkierung gest�rt wird (Abbildung S1).
Des Weiteren zeigen die spinmarkierten Fetts�uren Bin-
dungsaffinit�ten, die mit denen von Stearins�ure vergleichbar
sind. Damit steht fest, dass weder die sterischen noch die
elektronischen Modifizierungen der spinmarkierten Fetts�u-
ren signifikante �nderungen der Bindungseigenschaften
herbeif�hren. Mit Blick auf die Vielzahl ges�ttigter und un-
ges�ttigter FA, die von HSA gebunden werden k�nnen,[3, 8] ist
es daher nicht verwunderlich, dass die Bindung unserer DSA-
Molek�le mit der Bindung anderer langkettiger Fetts�uren
vergleichbar ist.

Aus den CW-EPR-Spektren kann auch der Rotations-
freiheitsgrad der Nitroxideinheit abgesch�tzt werden (Ab-
schnitt S1).[30,31] 5-DSA ist bez�glich seiner Rotation st�rker
eingeschr�nkt als 16-DSA, das eine etwa dreimal k�rzere
Rotationskorrelationszeit aufweist. Dieser Trend war zu er-
warten, da sich die Nitroxideinheit in 5-DSA in den engen
hydrophoben Bindungskan�len nahe dem Ankerpunkt be-
findet. Hingegen befindet sich die Nitroxidgruppe von 16-
DSA am Ende eines solchen Kanals oder ragt sogar aus
diesem heraus. Tats�chlich wurde dieser h�here Rotations-
freiheitsgrad der Nitroxidgruppe von 16-DSA in CW-EPR-
Studien zur Bindung spinmarkierter Fetts�uren an Albumin
aufgezeigt.[32–34]

Um die gew�nschten Informationen �ber die funktionelle
Struktur von Albumin zu erhalten, wurden die HSA-Fett-
s�ure-Komplexe durch DEER-Spektroskopie untersucht.
Der intramolekulare Anteil der Zeitbereichsdaten und die
extrahierten Abstandsverteilungen sind in Abbildung 2 auf-
getragen. F�r 16-DSA werden wohldefinierte dipolare Mo-
dulationen beobachtet, die von einer engen Abstandsvertei-
lung mit einem Hauptabstand bei 3.6 nm und zwei kleineren
Beitr�gen bei 2.2 nm und 4.9 nm stammen.

Das Fehlen einer solch ausgepr�gten Modulation im Falle
von 5-DSA deutet auf eine breite Abstandsverteilung hin. In
der Tat wird ein einziger breiter Abstandspeak erhalten, der
sich �ber einen Bereich von 1.5 nm (der unteren mittels
DEER detektierbaren Grenze) bis 4 nm erstreckt und ein
Maximum bei ca. 2.5 nm aufweist.

Bemerkenswerterweise �ndert sich weder die Abstands-
verteilung von 5-DSA noch die von 16-DSA, wenn das Pro-
tein mit unterschiedlichen Zahlen von Fetts�uremolek�len
beladen wird. Eine h�here Beladung f�hrt nicht zur Bildung
neuer Abstandspeaks, sondern nur zu einer leichten Ver-
breiterung der schon bei kleinen Beladungen vorhandenen
Peaks. Dies weist darauf hin, dass die Bindungsaffinit�ten der
Fetts�uren f�r verschiedene Bindungsstellen im Protein recht
�hnlich sind. Die Bindungsstellen werden folglich nicht streng
konsekutiv aufgef�llt. Viel eher sind sogar schon bei kleinen
Verh�ltnissen von Fetts�ure zu HSA alle Bindungsstellen zu
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einem bestimmten Grad besetzt (wobei nat�rlich die Bin-
dungsstellen mit hoher Affinit�t entsprechend der relativen
Gleichgewichtskonstanten zu einem gr�ßeren Anteil besetzt
werden). In diesem Fall f�hrt eine �nderung des HSA-Fett-
s�ure-Verh�ltnisses neben der Ver�nderung der absoluten
(Gesamt-)Besetzung nur noch zu einer Ver�nderung der re-
lativen Besetzung. Diese Erkl�rung ist in Einklang mit den
Ergebnissen von NMR-Studien mit 13C-markierten Fetts�u-
ren: Bei Zunahme des Fetts�ureanteils �nderten sich die re-
lativen Verh�ltnisse der NMR-Peaks nur gering.[11, 12]

Die DEER-Messungen wurden bei 50 K durchgef�hrt.
Hierf�r wurden die fl�ssigen L�sungen der HSA-FA-Kom-
plexe zu glasartig erstarrten L�sungen schockgefroren, sodass
man eine Momentaufnahme eines Proteinensembles in
L�sung bei der Glas�bergangstemperatur von ca. 170 K er-
hielt.[35, 36] Um die glasartigen Proben zu erhalten, wurden der
w�ssrigen Pufferl�sung 20 Vol.-% Glycerin zugesetzt – dies
ist ein Standardverfahren in der Puls-EPR-Spektroskopie von
Proteinen. Eine Vielzahl von Hinweisen belegt, dass diese
kleine Menge nichtw�ssrigen L�sungsmittels die Protein-
struktur nicht st�rt, sondern vielmehr sogar die native
Struktur des Proteins in gefrorener L�sung stabilisiert.[25,37]

Diese Annahme wird durch CW-EPR-Messungen best�tigt,
die keinerlei Ver�nderungen der Fetts�urebindung in Ab-
h�ngigkeit von der Glycerinzugabe zeigen.

Durch die unterschiedlichen Markerpositionen in 5-DSA
und 16-DSA bieten sich zwei unterschiedliche Blickwinkel
auf die funktionelle Struktur des Proteins. Das ungepaarte
Elektron in 5-DSA ist in der N�he der Carboxygruppe der
Fetts�ure lokalisiert, die mit den positiv geladenen Seiten-
gruppen des Proteins wechselwirkt. In diesem Fall charakte-
risieren die DEER-Messungen die r�umliche Verteilung der
Ankergruppen. Demgegen�ber untersucht man bei der Ver-
wendung von 16-DSA die Zug�nge zu den Fetts�urekan�len.
Informationen �ber deren r�umliche Verteilung sind wichtig

f�r das Verst�ndnis der Aufnahme- und Abgabeeigenschaften
des Proteins.

Die Verteilung von 5-DSA (und damit der Kopfgruppen)
in L�sung ist wesentlich breiter als die Verteilung von 16-
DSA (und damit der Zug�nge). Trotz der gr�ßeren Flexibi-
lit�t der Doxylgruppe in 16-DSA wird eine sehr homogene
Verteilung mit einem wohldefinierten Hauptabstand beob-
achtet. Dies l�sst den Schluss zu, dass die Zug�nge zu den
Fetts�urebindungsstellen sehr symmetrisch auf der Oberfl�-
che des Proteins verteilt sind.

In Abbildung 3 werden die experimentellen Abstands-
verteilungen in L�sung mit den Verteilungen auf Grundlage
der Kristallstruktur verglichen. Die Verteilungen wurden

unter der Annahme der vollst�ndigen Besetzung aller Bin-
dungsstellen berechnet (Abschnitte S6 und S7). Da die Fett-
s�uren in den Bindungsstellen 1 und 7 nicht bis zum C16-
Atom ihrer Alkylkette aufgel�st sind, wurden sie bis zu dieser
Position extrapoliert.

Die experimentelle Verteilung von 5-DSA stimmt sehr
gut mit der Verteilung auf Grundlage der Kristallstruktur
�berein (Abbildung 3b). In beiden F�llen ergeben sich breite
Verteilungen, die um einen Abstandswert von 3 nm zentriert
sind. F�r 5-DSA wird somit die hochgradig unsymmetrische
Verteilung der Ankerpunkte der Fetts�urebindungsstellen,
wie sie aus der Kristallstruktur abgeleitet wurde, durch die

Abbildung 2. a,b) Intramolekularer Anteil der DEER-Zeitbereichsdaten
und c,d) extrahierte Abstandsverteilungen der HSA-gebundenen spin-
markierten Stearins�uren bei wechselnder Zahl von reduzierten und
EPR-aktiven Fetts�uren je Proteinmolek�l: schwarz (0:2), blau (2:2),
gr�n (4:2), orange (6:2). Oben: Daten f�r 16-DSA (a, c); unten: Daten
f�r 5-DSA (b, d).

Abbildung 3. Vergleich der mit DEER gemessenen Abstandsverteilun-
gen (schwarz) und der berechneten Abstandsverteilungen auf Grundla-
ge der Kristallstruktur (rot) f�r die a) C16-Position und b) C5-Position.
Die Kristallstrukturverteilungen wurden unter Annahme der vollst�ndi-
gen Besetzung aller sieben Bindungsstellen erhalten. Abst�nde �ber
6 nm k�nnen unter den hier angewandten Bedingungen der DEER-
Messung nicht detektiert werden. c) Bandstrukturmodell von HSA, das
die beobachtete Flexibilit�t der Zug�nge zu den FA-Bindungsstellen il-
lustriert. Dies f�hrt zu einer sehr viel homogeneren und symmetrische-
ren Verteilung der Bindungsstellen auf der Proteinoberfl�che als auf
Grundlage der Kristallstruktur vermutet. Eine der Bindungsstellen ist
in Vergr�ßerung gezeigt.
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DEER-Daten best�tigt. Dies belegt zum einen, dass die mit
DEER erhaltenen Abstandsverteilungen verl�sslich sind.
Zum anderen l�sst sich folgern, dass die Verteilung der An-
kerpunkte in L�sung den inneren, starren Teil des Proteins
widerspiegelt, der im Kristall und in L�sung sehr �hnlich sein
sollte.

Im Fall von 16-DSA weicht dagegen die Abstandsvertei-
lung der Zug�nge zu den Bindungsstellen deutlich von der
Verteilung anhand der Kristallstruktur ab. Die Abweichun-
gen treten am deutlichsten in dem Bereich hervor, der durch
DEER-Messungen am verl�sslichsten abgebildet werden
kann (2–5 nm). Abst�nde �ber 6 nm werden von DEER unter
den angewandten Messbedingungen nicht erfasst. Die Ver-
teilung anhand der Kristallstruktur zeigt drei gr�ßere Peaks
bei 2.5, 3.5 und 4.5 nm. W�hrend die Peakpositionen grob mit
den DEER-Daten �bereinstimmen, weichen die relativen
Peakintensit�ten stark davon ab. Der Peak bei 3.6 nm domi-
niert deutlich alle anderen Peaks der DEER-Verteilung. Dies
f�hrt zu einer bemerkenswerten Vereinfachung der DEER-
Abstandsverteilung im Vergleich zur Kristallstruktur-Vertei-
lung, gleichbedeutend damit, dass die Zug�nge zu den Bin-
dungsstellen sehr viel symmetrischer und homogener auf der
Proteinoberfl�che verteilt sind als von der Kristallstruktur
vermutet.

Eine homogene Abstandsverteilung von sechs Bindungs-
stellen ist ein Indiz f�r eine hohe Symmetrie. Betrachtet man
sich die sechs Ecken eines regul�ren Oktaeders, so erkennt
man zw�lf Abst�nde mit Kantenl�nge r und drei Diagonal-
abst�nde mit L�nge

ffiffiffi

2
p

r. Bei einem dominierenden Abstand
(= einer Kantenl�nge) von r = 3.6 nm wird somit ein Diago-
nalabstand von 5.1 nm erwartet. Dies ist in Einklang mit dem
gemessenen Abstand bei 4.9 nm. In der Tat bildet ein Okta-
eder die g�nstigste Verteilung von Zug�ngen zu sechs Fett-
s�urebindungsstellen auf einer Kugeloberfl�che. Zum einen
ist das Protein damit sehr leicht von jeder Seite zug�nglich,
zum anderen nehmen die einzelnen Zug�nge den maximalen
Abstand zueinander ein. Nat�rlich darf man diese �berle-
gung nicht �berinterpretieren. Die Kristallstruktur von HSA
(die mit der beobachteten Verteilung von 5-DSA in Einklang
ist) weist auf keine Kugelform hin, sondern auf eine herz-
f�rmige Struktur des Proteins, das somit eher einem abge-
flachten Ellipsoid gleicht. Die Verteilung der Zug�nge l�sst
sich somit besser mit einem gestauchten Oktaeder beschrei-
ben. Nimmt man an, dass sich ein Diagonalabstand von

ffiffiffi

2
p

r
auf r verringert, erh�lt man f�nf Abst�nde der L�nge r, acht
Abst�nde verringern sich von r auf

ffiffiffi

3
p
� �

=2r, und zwei Ab-
st�nde verbleiben bei

ffiffiffi

2
p

r. Die geringf�gige (� 13%) Ab-
weichung zwischen den zwei dominierenden Abst�nden r und
ffiffiffi

3
p
� �

=2r ist in diesem Fall zu klein, um im experimentell ge-
fundenen Peak bei r = 3.6 nm aufgel�st zu werden (Halb-
wertsbreite von ca. 0.7 nm).

Gleichwohl kann solch ein gestauchtes Oktaeder nur die
Verteilung der Zug�nge von sechs Bindungsstellen erkl�ren,
jedoch nicht von allen sieben Bindungsstellen, wie sie mittels
R�ntgenbeugung bestimmt wurden. Diese siebte Bindungs-
stelle k�nnte allerdings den kurzen Abstandswert bei 2.2 nm
verursachen, der nicht mit dem Oktaedermodell erkl�rt
werden kann. Hierbei ist zu beachten, dass sich die siebte
Bindungsstelle in der Peripherie des gestauchten Oktaeders

befinden muss und nicht in dessen Zentrum, da nur ein klei-
ner Anteil dieser kurzen Abst�nde von 2.2 nm beobachtet
wird.

Die aus dem Vergleich der DEER-Daten mit der Kris-
tallstruktur abgeleitete Interpretation ist in Abbildung 3c il-
lustriert. Es ist naheliegend, die bemerkenswert symmetri-
sche Verteilung der Zug�nge der konformativen Flexibilit�t
von HSA zuzuschreiben. Auch kann es gut sein, dass diese
Verteilung die Optimierung des Proteins f�r eine schnelle
Aufnahme und Abgabe der Fetts�uren widerspiegelt: Diese
Prozesse w�rden sowohl durch eine homogene (mittlere)
Verteilung der Zug�nge zu den Fetts�urekan�len als auch
durch eine große komformative Flexibilit�t erleichtert (Ab-
bildung 3 c). Eine große Flexibilit�t auf oder nahe an der
Proteinoberfl�che k�nnte auch entropisch beg�nstigt sein.
Der Entropiegewinn durch kleine konformative �nderungen
ist an der Oberfl�che viel gr�ßer als im Inneren des Proteins.

Eine symmetrische Verteilung der Bindungsstellen auf
einem gestauchten Oktaeder ist auch in Einklang mit dem
Befund, dass sich die DEER-Abstandsverteilungen mit stei-
gendem Fetts�ureanteil kaum �ndern. Selbst wenn die Bin-
dungsstellen konsekutiv besetzt werden w�rden, w�rden sie
alle aufgrund ihrer symmetrischen Verteilung auf der Prote-
inoberfl�che zu �hnlichen Abst�nden f�hren. Um die Wahr-
scheinlichkeit einer solchen symmetrischen Verteilung und
unsere vorl�ufige Interpretation eines gestauchten Oktaeders
f�r die FA-Zugangspunkte zu �berpr�fen, haben wir eine
Simulation der Molek�ldynamik (MD) der Kristallstruktur
(1e7i) �ber einen Zeitraum von 6.5 ns durchgef�hrt (Ab-
schnitt S8). Obwohl insgesamt keine erheblichen Abwei-
chungen von der Kristallstruktur gefunden wurden, ist die
C16-Position der Fetts�uren in einem st�rkeren Maße von
den kleinen �nderungen der Sekund�rstrukturelemente be-
troffen als die C5-Position. Dies ist ein weiterer Hinweis, dass
die Ankerregionen des Proteins starr sind, w�hrend die Zu-
g�nge zu den Fetts�urekan�len einen wesentlich gr�ßeren
Freiheitsgrad und eine gr�ßere Flexibilit�t haben. Es ist zu
ber�cksichtigen, dass eine potentiell geringere kristallogra-
phische Aufl�sung der konformativ ungeordneten Kettenen-
den der Fetts�uren die Zuverl�ssigkeit der Kristallstruktur-
daten f�r diese Orte herabsetzt. Dies k�nnte auch zu den
Abweichungen zwischen der Kristallstruktur und der von den
DEER-Daten abgeleiteten funktionellen Struktur beitragen.

HSA in L�sung ist optimiert f�r seine Funktion als Fett-
s�uretransporter. Unsere EPR-Studie legt nahe, dass die
Aufnahme und Abgabe von Fetts�uren durch eine homogene
und symmetrische Verteilung der Zug�nge zu den Bin-
dungsstellen erleichtert wird. Die hier gefundene Verteilung
unterscheidet sich signifikant von der Verteilung, die anhand
der Kristallstruktur erwartet wurde (Abbildung 3). Daraus
l�sst sich ein Bild der funktionellen Proteinstruktur mit einem
starren, unsymmetrischen inneren Teil und einer Oberfl�che
mit einer viel gr�ßeren Strukturflexibilit�t ableiten.

Es gibt eine steigende Zahl von Hinweisen (z. B. aus
NMR-Studien),[13–15] wonach die konformative Flexibilit�t
von Proteinen oft eine Grundvoraussetzung f�r deren Funk-
tion ist, und wir vermuten deshalb, dass sich auch die funk-
tionellen L�sungsstrukturen anderer (Transport-)Proteine
von den entsprechenden Kristallstrukturen unterscheiden
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k�nnen (manchmal auch sehr stark). Unser selektiver Spin-
sondenansatz liefert ausschließlich Signale der transportier-
ten Spezies (in diesem Fall Fetts�uren), die in direktem Bezug
zu der interessierenden Funktion des Proteins stehen. Jenseits
der Bedeutung dieses speziellen Proteins bietet unser spek-
troskopischer Ansatz, der auf etablierten Spinmarkern und
Abstandsmessungen im Nanometerbereich basiert, die
M�glichkeit, Transportproteine im Allgemeinen zu charak-
terisieren. Die vorgestellte Methode f�hrt zum einen zu einer
enormen Vereinfachung der strukturellen Charakterisierung
und erm�glicht zum anderen eine vollst�ndige Charakteri-
sierung der Funktionalit�t des Proteins in seiner nativen
Umgebung.

Experimentelles
Materialien: Nicht-denaturiertes Albumin des menschlichen Blutse-
rums (HSA, > 95%, Calbiochem), 5- und 16-Doxylstearins�ure
(DSA, Aldrich) und 87 Gew.-% Glycerin (Fluka) wurden ohne wei-
tere Aufreinigung verwendet. DSA-Derivate wurden durch Zugabe
von Phenylhydrazin (97%, Aldrich) zu den EPR-inaktiven Hydro-
xylaminen (rDSA) reduziert (Abschnitt S0).

Probenpr�paration: HSA-Fetts�ure-Komplexe in 100 mm Phos-
phatpuffer (pH 7.4) wurden durch Mischen von 0.2m Phosphatpuffer
(pH 6.4) mit und ohne 2 mm HSA und 6.7 mm DSA- und rDSA-
L�sungen in 0.1m KOH erhalten. Die Gesamtkonzentration von DSA
und rDSA betrug konstant 2 mm, ihre relativen Verh�ltnisse wurden
von 2:0 bis 2:6 pro Proteinmolek�l variiert. Dieses Vorgehen ge-
w�hrleistet isolierte Spinpaare in Kombination mit einer variierenden
Belegung der Fetts�urebindungsstellen. F�r die DEER-Experimente
wurden 20 Vol.-% Glycerin zu den fertigen L�sungen gegeben, um
eine Kristallisation w�hrend des Einfrierens zu verhindern. Die L�-
sungen wurden in Quarzr�hrchen (Außendurchmesser 3 mm) gef�llt
und in N2(fl)-gek�hltem Isopentan schockgefroren.

EPR-Messungen: Details zu den CW-EPR- und DEER-Mes-
sungen und zur Datenauswertung sind in den Hintergrundinforma-
tionen beschrieben.
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